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Résumé 

L'olivier (Olea europaea L.) compte parmi les espèces fruitières les plus importantes dans la 

région méditerranéenne (Loumou et Giourga, 2003). Environ 98 % des oliviers mondiales sont 

concentrés dans cette région, produisant plus de 90 % de la production mondiale (FAO, 2008). En 

Algérie, l´olivier constitue par la superficie qu’il occupe, le principal groupe d’espèce fruitière 

(MADR, 2016). Sa culture a suscité ces dernières années un intérêt particulier grâce aux rôles 

multiples qu’elle joue à la fois sur le plan socio-économique, environnemental, et aussi sur le plan 

qualités sanitaires et nutritionnelles des huiles d’olive. 

La présente étude consiste à tester les aptitudes de régénérabilité in vitro de l’olivier (Olea 

europaea L.) via le microbouturage. Nous avons envisagé surtout lors de cette étude de parvenir à 

établir un protocole expérimental efficace permettant d’optimiser le taux de régénération via le 

microbouturage, en modulant trois principaux facteurs connus pour leurs influences sur ce 

processus morphogénétique à savoir : la composition du milieu de base, la composition hormonale 

des milieux et le génotype. 

L’étude a été menée avec deux sous espèces d’olivier (Olea europeae L.) à savoir : la subsp 

laperinei (avec deux écotype, une diploïde et l’autre triploïde) et la subsp sativa (avec les variétés 

cultivées : Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma). 

Les résultats obtenus, relatifs à la micropropagation, sont très encourageants puisque nous 

sommes parvenus à trouver des milieux de culture très performants à la fois sur le développement 

des pousses mais aussi des racines. Le milieu MSM, comme milieu de base, s’est révélé très 

efficace surtout lorsqu’il est supplémenté de la ZEA (9,2 µM). Les milieux ½ MSM additionnés 

(5,4 µM) d’ANA, comme source d’auxine, sont très favorables à l’enracinement des pousses 

régénérées des variétés autochtones de la sous espèce sativa et (4.8 µM) d’AIB pour l’olive de 

Laperrine (61,7 %). En outre, les résultats nous ont permis aussi de mettre en évidence, un effet 

génotypique très prononcé sur le microbouturage. La variété Sigoise s’est montrée plus 

performante en enregistrant le meilleur taux d’enracinement (75,33 %) suivie de la variété Ferkani 

(70 %) puis la Chemlal (60,33 %) et en dernier la Blanquette de Guelma (60 %).  

L’étude de la fidélité génétique testée par l’application des marqueurs ISSRs et la 

cytofluorometie n’ont révélé aucune différence entre les plantes régénérées et leurs pieds mères 

correspondants.   

. 

Mots-clés : Olea europaea L., micropropagation, SSRs, ISSRs,  olivier de Laperrine  

 

 

 

 

 



 ملخص

 هي واحدة من أهم أنواع الفاكهة في منطقة البحر الأبيض المتوسط (.Olea europaea L) شجرة الزيتون

(2003،Loumou et Giourga ) من الإنتاج  90في هذه المنطقة، وتنتج أكثر من ٪ من أشجار الزيتون 98كز حوالي تتر ٪

السنواتالأخيرة، وهو في ( MADR،2016) ( في الجزائر، شجرة الزيتون هي المجموعة الرئيسيةFAO، 2008العالمي )

 .مزيج من العوامل الاجتماعية والاقتصادية والبيئية، وكذلك من الصفات الصحية والغذائية لزيوت الزيتون

عن  (.Olea europaea L) لشجرة الزيتون المعتمد التجديدتتكون الدراسة الحالية من اختبار 

في هذه الدراسة، حاولنا بالفعل وضع بروتوكول فعال لتحسين التجديد عن طريق العقل الجزئي، من  . microbouturageطريق

خلال تعديل ثلاثة عوامل رئيسية معروفة لتأثيرها على هذه العملية المورفولوجية، وهي: تكوين وسط القاعدة، التكوين الهرموني 

 .والنمط الجينيللوسط الغذائي 

مع اثنين من الأنماط ( Olea europeae L. subsp laperinei: )وهمانوعين من الزيتون أجريت الدراسة باستخدام

شملال، سيجواز،  :مع الأصناف المزروعةsubspsativaوtriploidوالآخر diploid، واحد(subsp laperineiالبرية )

 فركاني، بلونكات قالمة.

، لأننا استطعنا إيجاد أوساط غذائية للنمو فعالة ، مهمة جدا  الدقيقالنتائج التي تم الحصول عليها، بالنسبة إلى التكاثر 

وذلك بالنسبة لمرحلة الانبات والنمو   ZEA (9.2 μM)كان فعال جدا خاصة عندما تم الإضافة له MSM وسطللغاية حيث أن 

هرمون تجذيرلتجذير الأصناف المحلية، و  وكالمصدر ،ANAمن(5.4μM)مشبعة    MSM½ الخضري أوساط النمو 

(4.8μM)AIB( :للنوع البريsubsp laperinei) ،(61.7%) . المحصل عليها تبين بوضوح بالإضافة إلى ذلك، فإن نتائج

واضحة للغاية. كانت سيغما أكثر نجاحا في تسجيل أفضل معدل تجذير microbouturange العامل الجيني على تأثير

 (.٪ 60من قالمة ) بلونكات٪( وأخيرا  60.33) شملالثم  (،٪70يليه مجموعة الفركاني )٪( 75.33)سيجواز

لا فرق بين التجديد النباتات أنه  cytofluorometrie وISSRs باستعمال طريقتين كشفت دراسة الإخلاص الوراثي 

 .المقابلة لهاالأمهات والنتائج الاكثار 

  Olivier de Laperrine، شجرة الزيتون، SSRs,ISSRs، الإكثار الدقيق، :.Olea europaea Lكلمات البحث

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Summary 

The olive tree (Olea europaea L.) is one of the most important fruit species in the Mediterranean 

region (Loumou and Giourga 2003). About 98% of the world's olive trees are concentrated in 

this region, producing more than 90% of world production (FAO, 2008). In Algeria, the olive tree 

is the main group of fruit species by area it occupies (MADR, 2016). In recent years, its culture 

has been of particular interest thanks to the multiple roles it plays both in terms of socio-economic  

europaea L.) via microbouturing. In this study, we have mainly tried to establish an effective 



experimental protocol to optimize the rate of regeneration via the micro-cuttings, by modulating 

three main factors known for their influence on this morphogenetic process, namely: the 

composition of the medium of base, the hormonal composition of the media and the genotype. 

The study was carried out on two olive subspecies (Olea europeae L.), namely: laperinei subsp. 

(With two ecotypes, one diploid and the other triploid) and subsp sativa (with cultivated varieties: 

Chemlal, Sigoise, Ferkani and Blanquette of Guelma). 

The results obtained, relative to the micropropagation, are very encouraging since we managed to 

find culture media that perform well on both the development of the shoots and the roots. The 

MSM medium, as a basic medium, was very effective especially when it was supplemented with 

ZEA (9.2 μM). The ½ MSM media added (5.4 μM) of NAA, as auxin source, are very favorable 

for the rooting of regenerated shoots of native varieties of the subspecies sativa and (4.8 μM) of   

IAB for the Laperrine olive (61.7%). In addition, the results also allowed us to highlight a very 

pronounced genotypic effect on microbouturing. The Sigoise variety was more successful in 

recording the best rooting rate (75.33%) followed by the Ferkani variety (70%), then the Chemlal 

(60.33%) and lastly the Blanquette de Guelma (60%). 

The genetic fidelity study tested by the application of ISSRs markers and cytofluorometry 

revealed no difference between the regenerates and their corresponding parent plants. 

Keywords: Olea europaea L., micropropagation, SSRs and iSSRs, olive tree, Laperrine olive tree 
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I. INTRODUCTION 

L'olivier (Olea europaea L.) est l'une des espèces fruitières les plus importantes de la région 

méditerranéenne (Loumou et Giourga, 2003). Elle est considéré comme symbole du bassin 

méditerranéen, environ 98 % des oliviers mondiale sont concentrés dans cette région (Wiesman, 

2009), ce qui représente plus de 90 % de la production mondiale (FAO, 2008). 

En Algérie l´olivier (Olea europaea L.) constitue, par les superficies qu’il occupe, le 

principal groupe d’espèces fruitières (MADR, 2016). Il a suscité un intérêt particulier ces 

dernières années non seulement au niveau des principales régions oléicoles traditionnelles à 

l’échelle nationale, mais aussi au niveau d’autres régions considérées comme réfractaires à son 

expansion grâce à sa rusticité, sa capacité d’adaptation aux différents types de sols et aux 

conditions climatiques (Mendil et Sebail, 2006). Ce regain d’intérêt est dû, en plus à l’intérêt 

socio-économique et environnemental de cette espèce et aux qualités sanitaires et nutritionnelles 

de l’huile d’olive. Les taxons sauvages sont également importants en tant que ressources 

génétiques pour améliorer l'adaptation à la sécheresse des cultivars (Hannachi et al., 2009) et à 

utiliser comme porte-greffe dans les zones arides (Baali-Cherif et Besnard, 2005). De plus, les 

taxons sauvages sont principalement formés par des individus issus de graines et constituent la 

source la plus élevée de gènes de résistance contre les agents pathogènes de l'olivier. 

Le patrimoine génétique oléicole national est très riche en variétés d’olivier (Olea europeae 

L.) cultivées et spontanées, richesse souvent peu connue dans les détails, que cache la dominance 

de quelques ensembles génétiques répondant aux exigences des agriculteurs. En effet, un certain 

nombre de variétés sont multipliées en Algérie parmi lesquelles, les variétés Chemlal et Sigoise 

qui recouvrent à elles seules près de 60 %  de verger oléicole national (Mendil et Sebail, 2006). 

La propagation de l’olivier en Algérie se fait principalement par le semis de noyaux suivi de 

greffage comparant au bouturage sous mist système (2,1 %) (Yvon, 2006). La première technique 

est très lente, 3 à 4 ans pour l’obtention d’un plant greffé, avec un très faible pourcentage de 

germination pour la variété Chemlal (5 à 20 %) (Ouksili, 1983). 

Le potentiel d’expansion de l'olive de Laperrine est affecté par l'absence de la reproduction 

sexuelle (Honnay et Bossuyt, 2005), un taux de germination faible de moins de 28 % (Benamar 

et Bouguedoura, 2000) et une croissance très lente des semis (Besnard et al., 2009). Ce taxon 

sauvage présente des individus triploïdes, malheureusement, ces derniers sont stériles et ne 

peuvent pas être propagés par des semences (Besnard et Baali-Cherif, 2009). Pour ces raisons, 
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l'olive de Laperrine est considérée comme vulnérable à l'extinction et les programmes de 

conservation sont nécessaires pour préserver cette ressource génétique unique. 

Aujourd'hui, l’oléiculture est considérée comme un secteur stratégique pour l'économie 

algérienne c’est pour cette raison, le Ministère de l'Agriculture et du Développement Rural 

(MADR) a récemment mis en place une stratégie pour l'expansion de la culture des oliviers dans 

différentes régions, visant à atteindre un million d'hectares à l’horizon 2019, en utilisant les 

ressources génétiques locales. Par conséquent, l'identification et la caractérisation du germoplasme 

local est une étape clé pour la certification des plants d’olivier, la sélection des cultivars pour les 

nouvelles plantations et la conservation de la biodiversité algérienne de l'olive contre le risque 

d'érosion génétique du au croisement avec des cultivars étrangers introduits, comme s'est produit 

lors de la colonisation française (INRAA, 2006). Néanmoins, des études antérieures ont rapporté 

l’existence en Algérie de plus de 150 variétés (Hauville, 1953), selon l’ITAF, 36 principales 

variétés sont officiellement reconnues et cultivées dans la ferme de démonstration de l’ITAF, 

Takarietz, Bejaia. 

Les techniques in vitro fournissent des outils efficaces pour la propagation des plantes de 

qualité et la conservation des plantes recalcitrantes et peuvent également être utilisées pour la 

multiplication et la préservation des plantes menacées (Santos et al., 2003 ; Kozlowsky et al., 

2012). 

Cependant, la micropropagation est une technique à haute valeur comerciale, si elle asure le 

respect morphologique, productive et moléculaire des plantes produites, par rapport à la plante 

mère (Caruso et al., 2011). En outre, l’utilisation des techniques moléculaires telles les ISSRs, 

SSRs et la cytophytometrie pour l'évaluation de la conformité génétique des plants d'olivier 

constitue des outils fiables pour l’étude phénologique des plantes obtenues par la technique in 

vitro. En effet, de nombreux auteurs montrent à travers des études moléculaires (ISSRs) 

l’efficacité de la micropropagation (via le microbouturage) quant au maintien de la conformité 

génétiques des plants régénérés (García-Ferriz et al., 2003 ; Leva et Petruccelli, 2002 ; Leva et 

Petruccelli, 2012 ). 

Le développement de l’oléiculture est tributaire de la mise en place des techniques de 

production en masse de plants de qualité, permettant la diffusion de clones sélectionnés et de 

génotypes performants nouvellement obtenus. Aujourd'hui, la multiplication in vitro de l'olivier 

est encore en cours et les techniques de micropropagation ont été très utiles pour la production de 
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cultivars d'oliviers (Zuccherelli et Zuccherelli, 2002 ; Zacchini et De Agazio, 2004 ; Sghir et 

al., 2005 ; Yakoub-bougdal, 2007 ; Mendoza-de Gyves et al., 2008 ; Peyvandi et al., 2009 ; 

Ansar et al., 2009 ; Leva et al., 2012). Les progrès en matière de la micropagation sur de 

nombreuses espèces fruitières comme procédé industriel de multiplication intensive sont réalisés, 

pour l’olivier bien que modestes, sont promoteurs. Plusieurs études ont illustré les difficultés 

inhérentes à l'application d'un schéma de multiplication universel et soulignant l'hétérogénéité des 

réponses obtenues (Rugini et Fontanazza, 1981 ; Rugini, 1984 ; Bartolini et al., 1990 ; Leva et 

al., 1992 ; Garcia Fèrriz et al., 2002 ; Sghir et al., 2005). 

Cette étude vise à atteindre les objectifs suivants: 

- Le premier est de parvenir à élaborer un protocole de micropropagation 

expérimental efficient de régénération in vitro via le microbouturage, de plusieurs 

variétés autochtones d’olivier (Olea europaea L.) appartenant à deux sous 

espèces : la subsp sativa (Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma) et 

la subsp laperinei (diploïde et triploïde). Toutes les variétés testées sont connues 

comme étant rétives à la régénération par microbouturage. 

 

- Le second, est d’évaluer, dans un premier temps, le niveau de ploïdie de trois 

plantes-mères de l’olive de Laperrine (Olea europaea subsp laperrinei). Dans un 

deuxième temps, nous avons procédé à l’analyse de la conformité génétique des 

plants régénérés par microbouturage par rapport aux pieds-mères. 
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II : SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

Chapitre 1. Généralités sur l’olivier 

1.1. Origine et distribution géographique de l´olivier 

L´olivier est d´origine très ancienne, il existe plusieurs théories, mais l'une des plus 

largement acceptée est celle de Vavilov (1949-1950), qui a établi le centre d'origine de l'olivier 

cultivé en Syrie et en Iran. Loukas et Krimbas (1983) rapportent que la culture de l’olivier a pris 

naissance avec celle de cuivre, soit environ 4000 ou 3000 ans avant  J.C. Des analyses de pollen et 

de charbon réalisés dans certains gisements beromaurusiens, attestent la présence de l’olivier 

depuis le paléolithique (5000 à 3000 ans avant J.C) (Loussert et Brousse, 1978). Par ailleurs, 

Zohary et Hopf (1994) suggèrent que la domestication a eu lieu entre 5500 et 5700 ans avant J.C. 

Cependant, sa culture pour la production d'huile d'olive a commencé, plus primitivement 4000-

3500 avant J.C suite à la découverte des moulins dans le sud de la Jordanie (Ben-Thot, 1992). 

Ainsi, on croit que les restes de l’endocarpe trouvés avec les grains de céréales, les légumineuses 

et les dates dans les fouilles de ces moulins primitifs, correspondent aux oliviers cultivés en tant 

que preuve de la présence de plus de fruits que les olives sauvages (Zohary et Sepiegel-Roy, 

1975). Bien qu’avant 2500 ans avant J.C, des écrits d'huile d'olive ont été trouvés en Crète. 

La culture de l'olivier a été développée il y a environ 5000 ans dans la méditerranée orientale 

(Chypre et vers l'Anatolie ou l'île de Crète vers l'Egypte), se diffuse ensuite dans la Méditerranée 

occidentale par les Phéniciens, les Grecs et les Romains (Breton et al., 2006),  cette hypothèse est 

soutenu par des preuves archéologiques et historiques (Besnard et al., 2013). Par ailleurs, 

Kaniewski et al. (2012) ; Zohary et al. (2012) ont démontré que presque 90% des cultivars 

actuels sont caractérisés par les mêmes haplotypes, suggérant une diffusion par les peuples de la 

méditerranée occidentale. Par conséquent, les civilisations de la méditerranée, comme les 

Phéniciens, les Grecs et les Romains, ont répandu la culture d'olivier dans tout le bassin 

méditerranéen depuis 1200 ans avant J.C.  Les Grecs ont introduit l'olivier en Italie, et plus tard 

l'expansion de l’Empire romain favorisé la diffusion de l'olivier autour du bassin méditerranéen 

(Vossen, 2007). La croissance démographique dans ce bassin a conduit à l'établissement de 

nombreuses colonies en Afrique du Nord (Carthage) et le développement d’un grand nombre de 

variétés d'olivier (Loussert et Brousse, 1978). Aujourd’hui l’olivier a franchi les frontières de la 

méditerranée pour se répandre sur tous les continents. En effet, depuis le XVe siècle, et la 
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découverte de nouveau monde, l’aire de la culture de l’olivier s’étendu au continent Américain, 

récemment, l'olivier a été introduit dans de nouvelles zones comme l'Australie et que la production 

mondiale d’huile d’olive ne cesse d’augmenter depuis 1990 (Barranco et al., 2008). 

Dans l’hémisphère Nord, l’aire de culture  de l’olivier se  situe entre 30° et 45° de  latitude 

Nord, et entre 30° et 45° de latitude Sud (Civantos, 1998) (figure 1 et 2).  

 

         Figure 1. Origine et expansion de l’olivier (Civantos, 1998) 

 

Figure 2. Aire de culture de l´olivier (Civantos, 1998) 

 

 

 

Palestine 
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1.2. Caractéristiques botaniques et classification de l’olivier 

L'olivier appartient à la famille des Oléacées comprenant 24 genres avec 600 différentes 

espèces dont le nombre de chromosomes est de 2n=46 (Wallander et Albert, 2000). Certains 

genres de cette famille, ont un intérêt soit économique ou horticole comme le jasmin, le troène, la 

vinette et le lilas (Heywood, 1978).  

Dans cette famille, l'olivier fait partie du genre Olea, composé de 33 espèces différenciées 

par des critères morphologiques (Green, 2002) et moléculaires (Besnard et al., 2009) réparties 

dans le monde entier, parmi lesquelles on trouve l’espèce Olea europea L. .Elle est la seule espèce 

donnant des fruits comestibles (Rapoport, 2008),  composée de six sous-espèces (Green, 2002): 

- Olea europea subsp europaea (Bassin méditerranéen) ; 

- Olea europaea subsp laperrinei (Massifs du Hoggar en Algérie (Batt. et Trab.) ; 

- Olea europaea subsp cuspidata (Afrique du Sud, l'Egypte, l'Australie, Hawaii, l'Arabie, 

l'Inde et la Chine) ; 

- Olea europea subsp guanchica (Îles Canaries, Espagne) ;  

- Olea europaea subsp maroccana (Olivier sauvage de l’atlas marocain (Loussert et 

Brousse, 1999) ; 

- Olea europea subsp cerasiformis (Madeira,  Portugal) (Webb et Berth). 

 

Selon Civantos (2004), au sein de la sous-espèce Olea europaea subsp europaea, on a  

deux séries :  

 

 Olea europaea subsp europaea var. europaea, olivier cultivé, constitué par un grand 

nombre de variétés améliorées, multipliées par bouturage ou par greffage et non connues à 

l’état sauvage (Loussert et Brousse, 1978). 

 Olea europaea subsp europaea var. sylvestris, qui appartiennent à l’olivier sauvage.  Il se 

présente sous forme d’un buisson épineux à fruits généralement petits, utilisé comme 

porte-greffe (Besnard et al., 2009). 

Par conséquent, il y a deux grandes populations d’Olea europea subsp europea : les 

populations sauvages qui ont une grande diversité génétique et celles constituées de variétés 

domestiques, dont le polymorphisme est beaucoup plus faible, malgré que le nombre d'individus 

est très important (Breton et al., 2006). Actuellement, il y’a plus de 2000 variétés d'oliviers 

recensées dans le monde et chaque pays se concentre sur les cultivars différenciés par leur port, la 
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phénologie et la morphologie des feuilles et des fruits (Breton et al., 2006) comme pour l'intérêt 

économique (Van der Vossen et al., 2007).  

1. 3. Importance de l ´oléiculture 

1.3. 1. Dans le monde  

Le bassin méditerranéen constitue indiscutablement la principale région de cette espèce au 

terme de superficie comme en production, le patrimoine oléicole mondial s’estime à 950 millions 

d’arbres, occupant environ 11 millions d’hectares (COI, 2014).  

Les pays méditerranéens, restent prédominants avec plus de 95 % de la production d’huile 

d’olive et avec environ 76 % de sa consommation (COI, 2015). Dans la figure 3 ci-après, 

sontreprésentées les zones de production oléicoles mondiales. 

 

 Figure 3. Carte oléicole mondiale (COI, 2014). 

Avec ses trois pays oléicoles traditionnels (Espagne, Italie et Grèce), l'Union européenne est 

considérée à la fois comme le premier producteur et exportateur de l'huile d'olive et olive de table. 

En effet, selon les moyennes annuelles du Conseil Oléicole International (COI, 2015), l'Union 

européenne couvre plus que les trois quart de la production mondiale d’huile d’olive soit 76,32 % 
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et contribue avec seulement 29,84 % de la production d’olive de table avec des volumes 

d'exportation de l’ordre de 44,45 % (figure 4 et 5) (COI, 2015). 

L'Espagne est le leadeur mondiale du marché de l’olive et ses dérivés. En effet, il contribue  

avec plus de la moitié de la production mondiale d'huile d'olive (54,77 %) et produit  le 1/5 de la 

production d’olive de table (21,51 %) (figure5). En 2015, ses exportations ont atteint les  36,88 % 

en huile d’olive  et les 30,6  % en olive de table. L’Italie est classée, en seconde position, parmi les 

grands producteurs d'huile d'olive (14,26 %) et en tête, des pays consommateurs de ce produit 

(COI, 2015). 

D’après le COI, l’Algérie occupe la 9ème place, après le Portugal et parmi les pays 

producteurs d'huile d'olive, avec une moyenne de production annuelle de 44 000 T, soit  1,35 % de 

la production mondiale. Avec cette production, l’Algérie arrive, plus ou moins, à couvrir ses 

besoins en ce produit (COI, 2015).  

La production nationale d’olive de table a pu atteindre en (2015) les 208 000 T, soit   7,8 % 

de la production mondiale, ce qui lui a permis d’occuper le 4ème rang au niveau mondial après 

l'Egypte. Malgré ses bonnes performances en terme de production, l’Algérie n’arrive toujours pas 

à couvrir ses besoins en ce produit et fait recours aux importations qui ont atteint en (2015) les 8 

500 T (COI, 2015). 

Pour le marché des olives de table, l’Espagne, le Maroc, l'Egypte, la Turquie et la Grèce sont 

respectivement les premiers pays exportateurs et garantissent plus que les trois quart (75.04 %) du 

marché mondial. 

Les figueures  4 et 5  représentent  la production, l’exportation et  la consommation des pays 

oléicoles dans le secteur d’huile d’olive et de l’olive de table respectivement. 
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               Production                        Exportation                       Consommation 

Figure 4. Marché mondiale de l’huile d’olive (COI, 2015) 

 

 

                  Production                            Exportation                          Consommation 

Figure 5. Marché mondiale de l’olive de table (COI, 2015) 

 
1.3.2. En Algérie 

L’oléiculture constitue la principale essence fruitière avec près de 39 % de la superficie 

arboricole et viticole (38,7 %), soit une superficie de 407 181 Ha (MADR, 2015). Elle est 

représentée par 56 421 262 d’arbres à travers le territoire national dont 50 110 289 d’oliviers en 

masse et 6 310 973 d’oliviers en isolés (MADR, 2015). De ce fait, elle occupe une place de choix 

dans le processus de la relance économique dans notre pays, occupant ainsi, la première place à 

l’échelle nationale avant les agrumes et la vigne. 
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Selon Yvon (2006), on distingue deux types d’oléiculture : 

 Une implantation récente, de densité homogène et régulière, localisée à l’Ouest du pays et 

dans les zones steppiques spécialisées dans la production de l’olive de table. 

 L’autre, est séculaire, couvre plus de 90 % du verger oléicole, destinée pour la production 

de l’huile, localisée en régions montagneuses avec des reliefs accidentés et sur des terres 

pauvres, située en majeur partie dans le centre et l’Est algérien. 

1.3.2.1. Production nationale d’olivier 

Au cours de la dernière décennie 2006/2015 la production moyenne oléicole est de           

423 429,5 T (MADR, 2015) alors qu’elle était de 190 500 T durant la décennie 1999/2009, soit 

une augmentation de plus de 100 % (MADR, 2009). 

L’évolution des surfaces cultivées, productions et des rendements sont représentés dans la 

figure 6 ci-après : 

 

Figure 6. Evolutions des surfaces cultivées, de la production et des rendements d’olive en Algérie  

(2006/2015) (MADR, 2015). 
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D’après la figure 6, la production, les rendements à l’hectare et la superficie oléicole en 

Algérie ont enregistré une évolution assez remarquable : 

 On constate que le niveau de la production a varié d’une façon très marquée, d’une année à 

l’autre, conditionné par les aléas climatiques. Il a atteint à peine 208 952 T en 2007 et a 

accroit à 653 893,9 T en 2015. Toutefois, la tendance annuelle de la production oléicole est 

à la hausse depuis 2006. Le rendement à l’hectare en Algérie a connaît lui aussi de grandes 

variations et a suit également la même tendance que la production oléicole. Il a atteint 

11,41 qx/Ha en 2007 et a plafonné à  24,95 qx/Ha en 2011. 

 Ces fluctuations sont dues aux conditions climatiques principalement d’ordre hydrique  

d’un climat méditerranéen caractérisé par de faibles pluies qui sont mal réparties au cours 

de l’année et souvent absentes durant les périodes critiques (Juin-Juillet) qui induit, le 

phénomène de chute des fruits, au phénomène de l’alternance et aux techniques culturales, 

notamment au moment de la récolte effectuée principalement par gaulage qui occasionne 

la blessure des jeunes pousses futures productions de fruits. 

 La surface consacrée à l’oléiculture est en continuelle augmentation depuis 2006. Elle a 

été de 263 352 Ha en 2006 pour arriver à 407 181,31 Ha en 2015, soit une augmentation 

de 64,67 % (MADR, 2015). Cette augmentation serait le résultat de la relance du plan 

national de développement agricole (PNDA) en 2000, au financement de la filière par le 

fond national de régularisation et de développement agricole (FNRDA) et récemment 

grâce au lancement du projet de plantation d’un million d’Ha (MADR, 2010). 

Le tableau 1  comporte les données statistiques de la production oléicole nationale de 2006 à 

2015 (MADR, 2015).  
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Tableau 1. Evolution de la production oléicole en Algérie (2006/2015) (MADR, 2015). 

 

Année 

Production d’olive Rendement 

d’olive 

Production 

d’huile 

Rendement 

d’huile 

Pour la 

conserve (T) 

Pour l’huile 

(T) 

Prod. Totale 

Olive (T) 

Kg/arbre (Hl) L/qx 

2006 68 475  196 258 264 733 15,1 349 920 17,8 

2007 81 778  127 174 208 952 11,4 238 170        19 

2008 91 099  162 968 254 067 13,1 261 260 16,0 

2009   98 250,5 376 931,5 475 182 23,2 669 765 17,8 

2010 135 936,8 175 315,2 311 252 13,8 288 860 16,5 

2011    192 785 417 990,5   610 775,5      25 728 050 17,4 

2012    145 826  248 014 393 840 14,9 429 980 17,3 

2013  174 934,5 403 805,5 578 740 20,8 715 970 17,7 

2014  208 350,7 274 509,3 482 860 15,8 479 700 17,5 

2015 233 462,6 420 431,4 653 801 20 ,2 740 780 17,8 

 

D’après le tableau 1, la production oléicole en Algérie a enregistré une évolution 

conditionnée par les aléas climatiques: 

 En 2006 la production oléicole est évaluée à 196 258 T pour l’huile d’olive et 68 475 T 

pour l’olive de table.   

 En 2015 la production était de 420 431,4 T d’olives destinées à la production de l’huile, et 

de 233 462,6 T d’olives de table soit une augmentation de 214 % pour l’olive à huile et de  

341 % pour l’olive de table.  

 On constate, d’une année à une autre une fluctuation de la production oléicole. Ces 

fluctuations sont souvent bisannuelles, elles sont dues d’une part au phénomène 

d’alternance de production de l’olivier et d’autre part aux aléas climatiques 

principalement, d’ordre hydrique qui se répercutent directement sur le rendement en 

olives.   

 La production d’olive de table se localise essentiellement dans les wilayas de l’Ouest 

algérien (Mascara, Relizane, Tlemcen, et Mostaganem) qui se caractérisent par un climat 

semi-aride. 
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1.3.2.2 Répartition géographique de l’oléiculture Algérienne 

L’oléiculture algérienne est concentrée exclusivement au niveau de 12 principales Wilayas 

réparties dans les régions centre, et Ouest du pays dont six se trouvant au centre-est enregistrant 

donc un pourcentage de 75,3 % du total national : Bejaia, Tizi-Ouzou, Bouira, Sétif, Bordj Bou 

Arreridj et Jijel (figure 7). Ces six wilayas représentent, à elles seules, plus des 2/3 de l’oléiculture 

algérienne avec des superficies respectives de 50 918 ; 33 105 ; 26 337 ; 21 544 ; 15 781 et        

12 416 Ha. Le reste est représenté par les wilayas de Mascara avec 12 481 Ha et de Skikda avec 

9 679 Ha. La figure 7 ci-après illustre la répartition des zones oléicoles algérienne. 

 

                   Figure7. Répartition des zones oléicoles algérienne (MADR, 2015) 

 

1.3.2.3. Production de plants 

Durant la campagne 2006/2007, la production de plants d’olivier était de 2 738 000 

(MADR, 2006), répartis comme suit : 34,7 % greffés en place, 61,8 % en semis greffées et le reste 

sont produit par bouturage soit 95 000 plants (boutures ligneuses ou herbacées) ce qui représente 

3,5 % de la quantité totale de plants produits pour la même période. Les principales variétés 

multipliées par bouturage sont: Sigoise, Manzanilla et Azeradj. 

Les deux principales variétés multipliées par greffage sont la Chemlal pour l’huile (44 %) et 

la Sigoise pour l’olive de table (53,6 %). Par contre, le reste des variétés est très insignifiant car 

ces variétés ne sont pas connues par les oléiculteurs (Azeradj, Limli, Bouchouk,  Rougette de 

Mitidja, Blanquette de Guelma et Sévillane). 
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1.3.2.4. Biodiversité de l’olivier 

L’olivier comprend plus de 1 275 cultivars d'intérêt commercial dans le bassin 

méditerranéen et progressivement en train de disparaître en raison de l'abandon des plantations 

avec une faible fécondité et l'urbanisation ou le remplacement par des cultivars modernes 

(Bartolini et al., 1998). Cette variabilité peut être réduite une fois que le problème de synonyme 

et homonyme de l'environnement est résolu. 

Il y a un grand besoin en certification génétique de l’olivier, les nouvelles techniques de 

biotechnologie peuvent sauver les génotypes présentant des caractéristiques particulières en 

utilisant l’identification génétique, en les protégeant contre les virus et les conserver grâce à des 

techniques non conventionnelles (Rugini, 2002). Les programmes visant à recueillir et conserver 

ces précieuses ressources génétiques sont en cours, avec le soutien du Conseil Oléicole 

International (C.O.I) et l'Union européenne (Van der Vossen et al., 2007). 

Actuellement, les variétés d'oliviers cultivés en Algérie, comme dans le reste du monde a 

considérablement réduit en faveur de certaines variétés de haute réputation. Pour limiter ce 

phénomène d’érosion génétique, le dépistage génétique doit être effectué sur les souches dont les 

caractéristiques correspondent aux attentes des producteurs en identifiant dans les parcelles des 

pieds les plus âgés, les ou les écotypes, à multiplier in vitro pour la conservation des ressources  

génétiques (Lavee, 1990) et la production de masse de matériel exempt de virus (Santos et al., 

2003). 

Le taxon Olea comprend en plus de cultivars d'intérêt commercial (Bartolini et al., 1998),  

des sous-espèces sauvages importantes comme sources génétiques à l'amélioration de cultivars à 

des fins de conservation et environnementale (Hannachi et al., 2009). 

L’olivier Olea europaea L. subsp laperrinei,  est une sous-espèce endémique des régions 

montagneuses du Sahara central vivant à haute altitude (1400-2700 m) où la pluviométrie 

moyenne est entre 20 et 200 mm par an (Quezel, 1965 ; Medail et al., 2001). Cet olivier sauvage 

présente des caractéristiques d'intérêt pour l’amélioration de cultivars d'oliviers, il pourrait être 

d’une importante source génétique pour l’adaptation à la sécheresse et comme porte-greffe dans 

les zones arides (Baali-Cherif et Besnard, 2005).  
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Les populations d’Olea europaea subsp laperrinei sont situés dans trois principaux zones du 

Sahara central correspondant aux montagnes d’El Hoggar dans le Sud de l'Algérie, l'air dans le 

Nord du Niger, et dans l'Ouest du Darfour dans le nord-ouest du Soudan (Anthelme et al., 2008).  

L'olive de Laperrine porte rarement des fruits dans son habitat naturel et sa régénération est 

très faible (Maire, 1933 ; Quézel, 1965 ; Baali-Cherif et Besnard, 2005). Son potentiel 

d'évolution peut être affecté par l'absence de la reproduction sexuée (Honnay et Bossuyt, 2005), 

un faible taux de germination inférieur à 28 % (Benamara et Bougdroura, 2000) et une 

croissance très lente de semis (Besnard et al., 2009).  

Les populations de l’olivier de Laperrine sont actuellement fragmentées de petite taille 

(N<100 individus) comprenant parfois même un individu isolé (Wickens, 1976 ; Ouezel, 1978). 

Son aptitude naturelle pour la propagation végétative, pourrait être une solution évolutive pour 

éviter la limitation de pollen et de la dépression de consanguinité dans la petite population isolée 

(Wang et al., 1999 ; Baali- Cherif et Besnard, 2005 ; Besnard et Baali-Cherif, 2009), et pour 

favoriser la régénération des individus pendant de longues périodes défavorables (Besnard et 

Baali-Cherif, 2009). En outre les populations naturelles algériennes sont affectées par le pâturage 

intensif par les animaux sauvages et domestiques (Baali-Cherif et Besnard, 2005). En 

conséquence, la croissance clonale est favorisée, ce qui permet le maintien des sujets très âgés 

(Baali-Cherif et Besnard, 2005 ; Besnard et al., 2009). 

1.3.2.5. Variétés cultivées 

La description des variétés d’olive cultivées en Algérie ayant déjà fait l’objet de nombreuses 

études, est souvent restée au stade préliminaire. Selon Mendil et Sebai (2006), les principales 

variétés cultivées en Algérie sont représentées dans le tableau 2. 

  Variété Chemlal   

C’est la variété la plus dominante en Kabylie, elle s’étend de l’Atlas Blidéen jusqu’au 

Bibans et Guergour. Elle est la plus répandue soit, plus de 44 % des surfaces oléicoles nationales, 

caractérisée par des arbres vigoureux et productifs produisant une huile de qualité. C’est l’une des 

variétés les  plus estimées pour la production de l’huile, avec un fruit de 2,5 g en moyenne et une 

teneur en huile de 18 à 22 %.  
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 Variétés  Azeradj et Bouchouk  

Elles accompagnent généralement les peuplements de Chemlal dont Azeradj est utilisée 

comme pollinisateur. Ces variétés sont utilisées à doubles fins : huile et conserverie. Leur teneur 

en huile varie entre 22 et 28 %. 

 Variété Blanquette de Guelma  

Cette variété à huile se trouve en mélange avec d’autres variétés dans les régions de l’Est du 

pays, sa teneur  moyenne en l’huile est d’environ 15 %.  

 Variété Sigoise  

Cette variété est la plus répandue dans la région de l’Oranie. Elle est appréciée pour sa 

qualité d’olive de table, localisée au niveau des plaines de l’ouest, et en particulier la plaine de 

Sig. C’est une  variété à doubles fins, mais la majeure partie est destinée pour la conserverie. 

 Variété Sévillane et Gordal  

Elles sont originaires d’Espagne, variétés à gros fruits, localisées dans la pleine du sub-

littoral oranaise. Elles sont utilisées uniquement pour la production d’olives vertes de table.  
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Tableau 2. Principales variétés d’olivier cultivées en Algérie (Mendil et Sebai, 2006). 

Variétés Origine Diffusion Utilisation Taux 

d’enracinement 

Rendement 

en huile 

Autres 

Chemlal Kabylie. 

 

 

 

Plus 40 % du 

verger oléicole 

algérien 

Huile Faible < 19 % 18 à 22 % -Rustique, tardive 

-Autostérile, productivité élevée.   

- Peu alternante, sensible à la 

   tuberculose et la teigne. 

Sigoise Plaine de 

Sig 

(Mascara) 

25 % du verger 

oléicole algérien 

Double aptitude 

(huile et olive de 

table) 

Moyen 18 à 22 % - Saison, tolérante aux eaux salées  

-Productivité moyenne et alternante 

Blanquette 

de Guelma 

Guelma limitées  aux 

Aurès 

Huile 52,30 % Elevé 15 % -Précoces  

- Résistantes au froid et à    

  la sécheresse 

- bonne productivité et alternante 

Azeradj Seddouk Locale 10 % du 

verger oléicole 

algérien 

Double aptitude 

(huile et olive de 

table) 

Faible 24 à 28 % -Tardive et rustique 

-Auto fertile 

- Variété pollinisatrice et alternante 

Bouchouk Hammam 

Guergour 

Restreinte Double aptitude 

(huile et olive de 

table) 

Faible 22 à 26 % -Rustique de saison 

-Productivité faible et alternante 

Gordal Espagne Plaine sublitorale 

Oranie 

Double aptitude 

(huile et olive de 

table) 

Faible 16 à 20 % -Rustique de saison 

-Productivité faible et alternante 

Sévillane Espagne Plaine sublitorale 

Oranie 

Huile Faible 14 à 18 % -Précoce 

- Résistante au froid et sécheresse 

- Autostérile / Sigoise 
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1.4. Principales contraintes de l’oléiculture algérienne 

Selon Mammou (2007), l’oléiculture algérienne connaît de nombreux problèmes : 

1. Insuffisance du potentiel  de production  

La production et la consommation par habitant restent faibles 1,1 kg par rapport à la 

consommation moyenne mondiale qui est selon l’OMC de 5,5 kg /an/habitant. L’Espagne 

occupe la première place avec 16 kg, suivie de la Tunisie avec 7 kg /an/ habitant. 

2. Perte de production due principalement à : 

 Non disponibilité des ressources en eau en quantité suffisante pour irriguer       

l’olivier destiné à l’olive de table dont les pertes sont estimées à 20 qx/ha. 

     Moyens de récolte modernes peu utilisés induisant la perte d’olives en moyenne de      

        2 kg/arbre en zone de montagne. 

     Problemes phytosanitaires. 

3. Non maitrise du processus de transformation  

 Perte d’huile en moyenne de 1,25 l/qx transformé, soit 10 000 T d’huile/an 

 Dépréciation de la qualité, environ 60 % de l’huile d’olive nécessite un raffinage 

(acide supérieur à 3,3 %). 

 Perte d’olive de table du aux conditions d’hygiènes non adéquates. 

 Contrôle de qualité des produits oléicoles insuffisant. 

4. Conditions de stockage inadéquates et faible capacité de conditionnement  

 Perte de la qualité au niveau du stockage lié aux matériaux utilisés (absence de  

cuves en acier inoxydable). 

 Faible capacité de conditionnement (20 Unités de conditionnements, soit 10% de la  

      production nationale).     

5. Non valorisation des sous-produits de la  transformation 

 La transformation dégage 14 000 T de margine et 100 000 T de grignons équivalent de 

600 000 000 DA (Mammou, 2007). Selon le même auteur, il faut signaler l’absence des 

unités de stockage et de distribution des margines et grignons en tant qu’aliment de bétail 

et/ou fertilisants. 

6. Circuit de commercialisation défaillant 

  Mélange d’huile d’olive et d’huile de table. 

  Utilisation de conteneurs (emballage) ne répondant pas aux normes  des marchés. 

 Non-respect  de la réglementation en vigueur 
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Chapitre 2. Multiplication de l’olivier 

L’olivier peut être multiplié par plusieurs techniques regroupées selon leur origine en 

deux  à savoir : les  techniques traditionnelles et les techniques modernes. 

2.1. Techniques de multiplication traditionnelles 

2.1.1 Semis 

Toutes les variétés d’olivier qui existent à l’échelle mondiale sont le résultat de la 

domestication par voie sexuelle de l'olivier sous la pression sélective de l'utilisation humaine. 

Une plante issue de la germination d'un noyau a ses propres caractéristiques et uniques, même 

si elle est obtenue par autofécondation. Un noyau d'olive d'une variété cultivée ne donne pas 

obligatoirement une variété identique ou intéressante par conséquent, la conformité génétique 

n'est pas garantie, même si les fleurs menant à ce noyau ont été fécondées par le pollen de la 

même variété (Breton et al., 2006). 

Selon Argenson (1999), les olives sont récoltées avant leurs maturité en octobre juste 

après le stade véraison soit avant qu’elles deviennent noires, afin de pallier à la germination 

difficile spécifique de cette méthode de reproduction, puis le noyau est stratifié pour atteindre 

un taux de germination le plus élevé. Par ailleurs si, les olives  sont physiologiquement 

matures, en janvier, la germination des semences sera réduite (Martin, 1996). 

Le semis direct d’un noyau d'olive pour l’obtention d’un franc de semis est une méthode 

risquée, car les noyaux sont très durs et ils doivent être divisés ou affaiblis pour qu’ils 

puissent germer, ceci explique, les traitements de pré-germination conçus pour surmonter la 

dormance tégumentaire (Franclet, 1979). Cependant, la scarification mécanique ou chimique 

est utilisée pour traiter la dormance mécanique, les noyaux peuvent être trempés dans de 

l'acide sulfurique concentré afin d'adoucir l’endocarpe, suivie d'un rinçage à l'eau pendant 1 à 

2 heures, ensuite, ils peuvent être semés directement (Crisosto et Sutter, 1985). Par ailleurs, 

selon Martin (1996), la stratification représente le traitement le plus commode à l'échelle 

commerciale. En effet, les noyaux sont scarifiés puis trempés dans l'eau à la température 

ambiante pendant 24 heures, par la suite, les noyaux sont mélangés avec du sable humide, 

placées à l'obscurité, dans un environnement contrôlé à une température constante de 15° C 

pendant 30 jours. De même, selon le même auteur, la stratification a été mise en place pour 

réduire l'effet inhibiteur de l'acide abscisique sur la germination de l'embryon. De ce fait, la 

propagation à partir de semences peut être recommandée pour la production de portes greffes 
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(Vidoy-Mercado et al., 2012), comme pour l’évaluation de progénitures en programme 

d’amélioration génétique (Acebedo et al., 1997). 

1.2. Bouturage  du bois de taille (ligneux)   

D’après Loussert et Brousse (1978), ce mode de multiplication se pratique en 

pépinière, pour la production de jeunes plants à partir de pieds-mères sélectionnés pour leur 

qualité et leur état sanitaire. Ainsi, les boutures utilisées ont un diamètre de 2 à 3 cm et une 

longueur de 20 à 30 cm, récoltées à partir de rameaux pendant le repos végétatif (automne-

hiver), ces boutures sont prélevées au moment de la taille, puis mises en stratification dans du 

sable humide ensuite, plantées verticalement ou horizontalement de février à avril (Fabbri et 

al., 2004).  

La technique de bois de taille nécessite l'utilisation de grandes quantités de bois qui est 

malheureusement souvent difficile de le trouver sur verger. Cela explique ses limites pour une  

application à l'échelle commerciale (Loussert et Brousse, 1978).  

Par ailleurs, on note que l’aptitude à l’enracinement des boutures d’olivier est 

directement proportionnelle à leur âge. Cependant, l’utilisation des portions de rameaux âgés 

de 4 à 5 ans au maximum est conseillée (Jacobont, 1987). Selon le même auteur, cette 

technique présente certains inconvénients comme : 

- Utilisation de bois de taille comme source de boutures limite le temps de propagation 

avec le  risque de multiplier des variétés indésirables. 

- Nécessité d'une grande quantité de matériel végétal, qui a une incidence négative sur 

la qualité des plants d’oliviers. 

- Récolte des plants de pépinière à racines nues, laisse sur la partie du plancher des 

racines formées, ce qui donne un déséquilibre du système racinaire sous l’effet de l'air 

avec un retard consécutif à la croissance ultérieure.  

- Rempotage dans le sac, limite la croissance des racines des plants d’oliviers, de sorte 

quand doit continuer à former son système racinaire qui induit une croissance limitée 

constatée au cours de la première année. 

- Tendance naturelle est accentuée comme arbuste, qui nécessite un élagage coûteux. 

1.3. Bouturage par éclats de souches ou souchet 

Selon Argenson (1999), le souchet est considéré comme une grosse bouture ligneuse 

obtenue lors du recepage d’un vieil arbre qui peut être utilisé pour la mise en place de 



21 
 

nouvelles plantations. Il est obtenu durant les mois de mars et avril par la séparation d’un 

jeune plant des pieds mère. Ce mode de multiplication est surtout préconisé dans les zones 

arides et semi-arides. Le vieil olivier sur lequel le prélèvement est effectué peut être soit 

entièrement déterré, soit il reste en place si on utilise qu’une partie de ces protubérances, en 

général deux à cinq souchets par arbre-mère peuvent être prélevé sans trop compromettre sa 

vitalité (Loussert et Brousse, 1978). 

Selon Argenson (1999), les souchets peuvent être plantés directement ou placés en 

jauge durant 2 ans. De même, ces auteurs précisent que la rapidité de l’enracinement du 

souchet dépend de sa grosseur (2 à 5 kg), de sa qualité et de son état sanitaire. Ce mode de 

multiplication convient aux plantations en terrains pauvres ou sous climats sec, il ne permet 

d’obtenir la variété désirée que si elle est franche de pied (Argenson, 1999). 

1.4. Bouturage en garrote  

Les garrotes sont des boutures ligneuses de 0,6 à 1 m de longueur et de 4 à 5 cm de 

diamètre, elles sont mises en place et assemblées par trois ou quatre dans le même trou de 

plantation, tandis que la partie supérieure s’incline vers l’extérieur (Fabbri et al., 2004). 

1.5. Greffage 

La prolifération de l’olivier pourrait aussi être réalisée par greffage, sauf dans des cas 

particuliers  comme celui des boutures et souchets (Miouline, 2002). 

Les pourettes âgées d’un an issues du semis,  peuvent être utilisées pour propager les 

cultivars qui sont difficiles à s’autoenraciner (Sibbett et al., 1994). Pour ce fait, certaines  

techniques peuvent être envisagées. Dans le cas des semis ou des plantules d'une variété 

différente, le greffage en fente peut être utilisé (Loussert et Brousse, 1978). Par Contre, pour 

les arbres plus âgés, on préconise le greffage par placage ou le greffage à la couronne sous 

l'écorce (Denninger et al., 1993). Par ailleurs, le greffage par placage qui est fortement 

recommandé, nécessite une ligature très serré au-dessus de la greffe. 

II.2. Techniques  de multiplication modernes  

2.1.  Bouturage  semi-ligneux sous Mist-system 

Cette méthode de multiplication a été mise au point aux Etats-Unis par Hartman à la fin 

des années 50, puis diffusée dans le monde entier sous le nom de Mist-propagation ou 

nébulisation. C’est la plus importante méthode utilisée pour la multiplication de l'olivier (Van 
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der Vossen et al., 2007). Elle utilise des pousses prises à partir d'un rameau d’une année en 

cours de lignification qui ne produisent pas de fruits (Fabbri et al., 2004). Selon Hartmann 

et al. (1990), les pousses tendres douces ne sont pas souhaitables, vue leur flétrissement et 

leur  desséchement avant l'enracinement. Les pousses peuvent être divisées en portions de 10 

à 15 cm de longueuret de 4-6 mm de diamètre composées de 4 à 6 nœuds, les 4 feuilles 

d'extrémité distale sont conservées ou réduites selon leur dimension, tandis que les 2 à 3 

nœuds basales sont dépourvus de feuilles. Ces boutures sont façonnées et préparées pour un 

traitement hormonal avec une auxine de croissance qui doit être effectué dans les 20 à 40 

minutes qui suivent (Denisen, 1979). 

Comme la majorité des plantes ligneuses, l’Acide Indole Butyrique (AIB) représente 

l'hormone d'enracinement la plus largement utilisée pour les boutures d'olivier. La méthode 

consiste à tremper rapidement la base des boutures pendant 3-5 secondes dans une solution 

d'AIB à 3000 ppm (Van der Vossen et al., 2007). L'efficacité de l'auxine sur l'initiation des 

racines dépend de son niveau critique de concentration, alors que celles supérieur à ce niveau 

peut inhiber la croissance des racines et le développement des bourgeons (Janick, 1986). Par 

ailleurs, les concentrations efficaces d'AIB sont comprises entre 2000 et 4000 ppm dissoutes 

dans les solutions hydro alcooliques. La concentration de 2000 ppm est largement suffisante 

lorsque les niveaux d'hormones d'enracinement naturel sont élevés. En revanche, une 

concentration de 4000 ppm est convenable lorsque les niveaux d'hormones d'enracinement 

naturel sont faibles au cours de la période de repos ou pendant la floraison (Fabbri et al., 

2004).  

Selon les mêmes auteurs, l'introduction de la technique de brumisation représente une 

alternative valable aux anciennes techniques utilisées avec une meilleure maitrise des 

conditions de milieu à savoir : 

- La  température optimale pour le milieu d'enracinement doit être comprise entre 18 et 

21°C tandis que, la température ambiante optimale peut aller de 21 à 26°C.  

- L’humidité relative est primordial pour les boutures, par le maintien de celle-ci  

proche de la saturation soit > 80 % jusqu’au développement des racines.  

- L’éclairage recommandé varie de 5.000 à 10.000 lux.  

- La lumière agit par son intensité, sa durée et sur la qualité photosynthétique des 

feuilles ainsi la synthèse des promoteurs d'enracinement. 

La production annuelle de plants d'oliviers est autour de 40 millions dans les principaux 

pays oléicoles, 32 millions dans le bassin méditerranéen et 8 millions dans le reste du monde 
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(C.O.I, 2000). La technique de bouturage semis ligneux sous mist-système est la méthode de 

propagation la plus fréquente avec 28 millions de plants, suivie de greffage (7 millions) et 5 

millions par les techniques traditionnelles (semis, coupe des rameaux) (Fabbri et al., 2004). 

2.2. Culture in vitro et micropropagation 

La technique de culture in vitro, est un mode de multiplication végétatif artificiel des 

plantes. Elle repose sur le principe de totipotence cellulaire mise en évidence en 1902 par 

Haberlandt qui affirme qu’il est possible de régénérer une plante entière à partir de n'importe 

quelle cellule vivante d'une plante donneuse (Zryd, 1988). Les techniques de culture in vitro 

végétales sont donc des cultures qui permettent la croissance et le développement de plantes à 

partir d'explants (graines, organes, tissus, cellules, etc…), sur un milieu nutritif synthétique, 

sous des conditions stériles (aseptiques), dans un espace réduit et à environnement contrôlé 

(Zryd, 1988 ; Auge et al., 1989). 

La multiplication végétative in vitro présente de nombreux avantages comparativement 

aux techniques de multiplication classiques. Elle permet de régénérer facilement des espèces 

chez lesquelles les semences sont rares, ou présentant des difficultés de germination et/ou 

dont les techniques de bouturage ou de greffage sont inapplicables, ce qui a conduit à une plus 

grande diversité des plantes commercialisées (Caruso et al., 2011). 

La technique in vitro fournit des outils efficaces, alternatives aux méthodes classiques, 

pour la propagation des plantes (Santos et al., 2003 ; Kozlowsky et al., 2011). Les objectifs 

de la culture in vitro sont nombreux et variés ; la différenciation et  la production de plantes 

identiques (micropropagation), l’assainissement ou guérison (culture de méristèmes et micro 

greffage), amélioration (culture d'anthères) et la sélection de mutants (INRAA, 1997). 

Une attention particulière a été accordée au cours de ces vingt dernières années aux 

méthodes de micropropagation comme des alternatives viables pour la multiplication de 

masse, de qualité, d'homogénéité génétique et des plantes indemnes de maladies de 

nombreuses cultures commerciales (Zuccherelli et Zuccherelli, 2000). 

La micropropagation est utilisée dans un but de multiplication en masse, puisqu'elle 

permet, en partant d'un seul individu (plant), l'obtention d'un nombre considérable de plantes 

génétiquement identiques à la plante mère. Les plantes régénérées peuvent être conformes aux 

plantes mères mais peuvent présenter aussi une variabilité génétique.  Cela dépend de la voie 

de multiplication choisie par l’expérimentateur.  



24 
 

D’une manière générale, selon George Sherrington (1984), la technique de 

micropropagation emprunte deux principales voies de multiplication  (figure 8) : 

- La première, dite « voie de propagation conforme » utilise des tissus 

méristématiques (méristème, apex ou bourgeons axillaires) potentiellement capables 

de donner suite, au développement normal, un individu conforme à la plante mère. 

La culture de méristème ou le microbouturage, font partie de cette voie. L’obtention 

d’un plant entier passe généralement par deux phases successives, d'abord le 

développement de la tige puis production de pousses, ensuite son enracinement. 

- La seconde voie, dite « propagation non conforme » est celle utilisant toute sorte 

tissus différenciés (fragments de tige, de racines, de pétiole, de feuilles, d'embryons 

matures et immatures, d'hypocotyles, cotylédons, etc…) pour aboutir à la 

néoformation soit de bourgeons ou de racines, c'est l'organogenèse, soit de structures 

ressemblant aux embryons zygotiques, c'est l'embryogenèse somatique.  

 

Figure 8. Les principales voies de la micropropagation (George et Sherrington, 1984) 
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2.2.1 Microbouturage 

La multiplication de l’olivier a progressivement intégré les techniques de culture in 

vitro principalement le microbouturage. La dite technique offre de nouveaux chemins pour la 

production en masse, de matériel sélectionné. Elle ne se limite pas au seul coefficient de 

rapidité de la multiplication, mais elle s’est avérée que les plantes auto-enracinées in vitro 

sont plus vigoureuses et plus résistantes aux maladies (Cimato, 1999). De même, elle 

présente certains avantages tels que : l'utilisation de petits proportions de végétal, peut-être 

programmé indépendamment des saisons et la manipulation de grandes quantités de matériel 

végétal dans un espace confiné  (INRA, 1997). Cette technique représente donc sans contexte 

un outil puissant aux perspectives industrielles et économiques importantes (Margara, 1982 ; 

Boxus, 1995).  

Selon (Walali, 1993), pour maintenir la conformité génétique des clones, la mise en 

culture des microboutures, puis la stimulation des bourgeons axillaires et leur prolifération, 

constituent la méthode la plus généralement appliquée en micropropagation des ligneux. La 

première étude sur le microbouturage de l'olivier a été rapportée par Rugini (1984). Le même 

auteur a développé une formulation de milieu spécifique en analysant des éléments minéraux 

à partir de noyaux matures. Celui-ci a été utilisé pour la production végétale à l’échelle 

commerciale en Italie pour plus de 50 cultivars d'oliviers avec des résultats dans la production 

de plantes de haute qualité et à croissance rapide (Rugini et al., 2006). 

Selon (George, 2008),  le microbouturage d’une plante passe par plusieurs phases :  

a. Phase de conditionnement et préparation des plantes mères. 

La phase de conditionnement et préparation des plantes mères constitue une étape 

primordiale et contribue de manière effective dans la réussite des phases ultérieures de la 

micropropagation. Cette phase consiste à garantir l’état nutritionnel et sanitaire des plantes 

mères, qui devraient être dépourvues de carence en minéraux et sans aucun stress hydrique 

(CIDES, 1999).  

Lors de cette phase, les plantes mères devraient de préférence être cultivées en 

conteneurs dans un environnement contrôlé, sous serre ou dans une chambre de culture, 

irriguées, fertilisées et traitées de façon appropriée pour le contrôle des principaux insectes et 

agents pathogènes à savoir les champignons et les bactéries (Caruso et al., 2011). Des pertes 

considérables de matériel végétal, ont été observées dans les premiers stades de la propagation 
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en raison de la contamination bactérienne et fongique des explants, prises à partir de plantes 

mères en mauvaise santé ou non préalablement traités avec des fongicides et des bactéricides.  

L'établissement d’une culture in vitro à partir d'explants provenant de plantes juvéniles 

ne pose pas beaucoup de difficultés. Ce sont les fragments de rameaux prélevés d’arbres 

adultes qui présentent des nombreux problèmes tels : les problèmes d'oxydations, de pollution 

et le manque de réactivité (Rugini et Baldoni, 2005). Cependant, on peut surmonter ces 

problèmes par l'application de différentes techniques de rajeunissement, in vivo ou  in vitro, 

qui peuvent être établies par : 

- Forçage de la croissance obtenue à partir de boutures plantées dans de la vermiculite 

ou la perlite (Rama et  Pontikis, 1990) ; 

- Greffage sur les jeunes plants obtenus par semis (García-Férriz et al., 2001) ; 

- Enracinement des boutures de  pieds mère (Grigoriadou et al., 2002) ; 

- Taille sévère des plants mère (Roussos et Pontikis, 2002 ; Peixe et al., 2007) ; 

- Microgreffage in vitro (Revilla et al., 1996). 

Toujours concernant l’effet des plantes mères sur la réussite des cultures in vitro, 

Roussos et Pontikis (2002) rapportent que les explants de plantes élevées sous serre ont 

montré des taux de survie plus élevés et de faibles concentrations de composés phénoliques 

que celles des plantes cultivées en plein champs. 

b.  Phase d'initiation et de mise en place 

C’est la phase la plus critique au cours de laquelle les cultures doivent surmonter un 

certain nombre de problèmes : la contamination fongique et bactérienne (CIDES, 1999), 

l’oxydation des explants et accumulation des composés phénoliques (Cañas et al., 1992 ; 

Roussos et Pontikis, 2002) dans les milieux de culture et la prolifération des bourgeons des 

explants employés dans lequel la composition hormonale particulièrement le rapport  

auxine/cytokinine joue un rôle crucial (Zuccherrelli et Zuccherrelli, 2002). 

La culture in vitro de l’olivier est sous la dépendance de nombreux facteurs comme la 

composition des milieux de culture utilisés (milieu de base, composition hormonale, nature de 

la source carbonée etc.), le facteur génotypique et la nature de l’explant.  

A titre d’exemple, les milieux de culture les plus utilisés en micropropagation de 

l’olivier, sont élaborés à partir du milieu de base Murashige et Skoog (1962) et du milieu dit 
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OM specifique olivier (Rugini, 1984). Ces milieux de base sont enrichis en vitamines et 

régulateurs de croissance (Sakunasingh et al., 2004). 

L'explant utilisé peut être soit un bourgeon axillaire ou apical (Zryd, 1988). Ces 

bourgeons sont introduits et cultivés dans un milieu contenant divers composants pour assurer 

sa prolifération. Certains milieux stimulent les processus du développement in vitro, par 

contre, d’autres ont peu d’influence sur le débourrement (Thorpe, 1980 ; Rugini, 1986 ; 

Rugini et Caricato, 1995 ; Grigoriadou et al., 2002 ; Brhadda et al., 2003).  

L'efficacité du milieu de culture dépend fortement du génotype, ce qui nécessite 

l’adaptation de la composition minérale du milieu au cultivar à multiplier. Cette différence 

serait liée à des exigences nutritionnelles variables liées à celui-ci. En effet, le milieu OM 

semble être plus bénéfique, selon certains auteurs que le milieu MS pour le microbouturage 

de cultivar d’olivier “Picual” (Berenguer et Gonzalez, 1989) ou de la ‘‘Picholine 

Marocaine’’ (Brhadda et al., 2003).  

De nombreux autres auteurs confirment la supériorité du milieu OM aux reste des 

milieux de base quant au microbouturage de plusieurs cultivars d'oliviers (Cimato, 1999 ; 

Brhadda et al., 2003 ; González-Padilla et al., 2009).  

Dans d’autres travaux,  c’est plutôt le milieu MS qui paraît plus efficace que le milieu 

OM pour la propagation de plusieurs cultivars tels le "Maurino" (Bartolini et al., 1989),  la 

"Chemlali de Sfax" et le "Chetoui" (Chaari-Rkhis et al., 1999). Certains auteurs trouvent 

plus intéressant d’employer d’autres milieux de base tels : le milieu WPM  (Grigoriadou et 

al., 2002), le milieu QL (Quoiron et Lepoivre, 1977) et le milieu DWK (Roussos et 

Pontikis, 2002).   

Les milieux de base les plus employés en phase d’établissement dans les cultures 

d’olivier sont le milieu  OM (Rugini, 1984) et le milieu MS (Murashige et Skoog, 1962) 

(tableau 3). 

Pour la phase d’enracinement, le milieu de base utilisé est le MS, dilué de moitié pour 

les macroéléments et le mannitol (½ MS).  
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Tableau 3. Composition des trois milieux de culture MS (1962), OM (1984) et MSM (1995) 

pour la culture de l’olivier 

 

 

Composées MS (1962) OM (1984)  
MSM modifié 

(1995)  

Macroelements 

(mg/L) 

   

NH4NO3 1650   412 825 

CaCl22H2O   440   440 477 

Ca(NO3)24H2O          416,92       

KCl          500       

MgSO47 H2O    370 1500 185 

KNO3 1900 1100 950 

KH2PO4    170    340   85 

Microelements 

(mg/L) 

   

MnSO4 H2O      22.3       22.3     22.3 

CuSO45H2O        0.025         0.25       0.1 

ZnSO47H2O        8,6       14.3     13 

H3BO3        6,2       12.40     16.7 

CoCl26H2O        0,025         0.025       0.025 

KI        0.83         0.83       0.83 

Na2MoO42 H2O        0.25         0.25       0.25 

FeSO4. 7H2O      27.8       27.8     27.8 

Na2EDTA 2H2O      37.2       37.25     37.2 

Hormones (mg/L)                        

ZEA                        

NAA                        

Vitamines et les 

acides aminés (mg/l) 

   

Myo-Inositol    100      100   100 

Biotine                 0.05        

Ac.Folique                 0.50        

Glicine        2.0          1        

Ac.nicotinique        0,5          0,5      1 

Tiammine.        0,1          0.5    10 

Piridoxine        0.5          0.5      1 

Acideascorbique                     10 

Glutamine          2190    

     (g/l)     (g/l)   (g/l) 

Glutationréduit                 0.2 

Putrescine                       

Mannitol              36 

Sacharose     30      30        

Agar-Agar       7        7      7 

pH       5,8        5,8      5.7 
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La nature de la source carbonée influence aussi les réponses au microbouturage de 

l’olivier. Les hydrates de carbone les plus employés sont à la fois le mannitol et le saccharose, 

bien que leurs effets dépendent du cultivar (Leva et al., 1994). Parfois c’est le glucose qui 

représente la source carbonée (Chaari-Rkhis et al., 2002). 

La source carbonée influence à la fois, par sa nature et par sa concentration avec 

laquelle, elle est apportée dans le milieu de culture. Leva et al. (2012) ont constaté que la 

croissance in vitro des explants de cultivar ‘‘Maurino’’dépendait de la concentration de 

saccharose, un optimum de 3,9 cm de longueur des pousses a été obtenu avec 34 g/l, mais 

l’utilisation du mannitol à la même concentration, a donné lieu à un allongement supérieur à 

4,6 cm. Aussi les même auteurs ont rapporté que l’utilisation du saccharose à des 

concentrations élevées pendant 4 subcultures réduit le métabolisme des tissus, alors que le 

mannitol, donne à long terme, d’importants taux de prolifération de qualité et d’uniformité 

des explants. Cependant, pour le cultivar ‘‘Meski,’’ Chaari-Rkhiset al. (2002) ont obtenu 

9,08 pousses/explant avec une longueur moyenne de 11,97 cm lorsqu'il est utilisé avec le 

milieu OM enrichi par 30 g/l de glucose. 

La composition hormonale, elle aussi apporte sa part d’influence sur le microbouturage. 

En effet, c’est la zéatine, qui semble être largement acceptée comme la seule cytokinine 

capable d'induire une croissance satisfaisante des explants d'oliviers (Rugini, 1984). Pour des 

fins commerciaux  la zéatine a été remplacée par le  Thidiazuran (Grigoriadou et al., 2002), 

la 6-benzylaminopurine  (García-Fe'rriz et al., 2002 ), la Kénitine (Rugini, 1990 ; Chaaris-

Rkhis et al., 1999 ; Benderradji et al., 2007 ) et la 2-Isopentenyl (Cañas et Benbadis, 

1988). Toutefois, ces régulateurs de croissance synthétiques induisent la formation de courtes 

pousses avec de grands calls à la base de celles-ci (Rugini, 1990). 

La zéatine a été apportée à des concentration qui varient entre 9,2 et 92 µM/l (Rugini et 

Fontanazza, 1981 ; Leva et al., 1994 ; Roussos et Pontikis, 2002 ; Brhadda et al., 2003 ; 

Chaari-Rkhis et al., 2011 ; Leva et al., 2012). En effet l'utilisation de cette cytokinine 

naturelle, économiquement chère largement introduite dans les processus de 

micropropagation de l’olivier, de sorte que la tendance a été, soit reduire sa concentration ou 

la compléter avec d'autres régulateurs de croissance dont les tentatives de son remplacement 

ont été variables selon le cultivar testé.  
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c.  Phase de multiplication 

Cette étape consiste à transplanter des pousses obtenues à partir de la phase d'initiation. 

Au cours de laquelle, l’augmentation du nombre de plants est recherchée.  

Ainsi chez les ligneux, le taux de multiplication doit être de 4 à 5, pour chaque cycle 

(CIDES, 1999), qui représente le critère économique majeur pour une propagation 

commerciale envisagée (Zryd, 1988). Par ailleurs, l’olivier est caractérisé par une forte 

dominance apicale (Rugini et Panalli, 1993), avec une faible prolifération de bourgeons 

axillaires qui limite le potentiel de micropropagation. Pour surmonter, ce problème certains 

auteurs (Rugini et Pannelli, 1993 ; Zacchini et De Agazio, 2004), préconisent le pincement 

du bourgeon apical pour forcer le débourrement des bourgeons latéraux. Ce micro élagage se 

traduit par une amélioration remarquable in vitro de la prolifération des  pousses d'olivier. En 

effet, Zacchini et Agazio (2004) ont observé chez le cultivar ‘‘Nebiara’’, que le pincement 

des bourgeons apicaux des explants avant chaque subculture, a produit une augmentation 

significative des taux de prolifération ainsi que la longueur des bourgeons développés. 

Le milieu utilisé est souvent identique à la première phase, bien que quelque différences 

mineures puissent avoir lieu dans la balance hormonale notamment l’équilibre (auxines 

cytokinines) (Zuccherrelli et Zuccherrelli, 2003). À la phase de multiplication, les 

cytokinines sont généralement rajoutées dans le milieu de culture avec des concentrations plus 

élevés que celles des auxines. Cela peut être expliqué de point de vue physiologique par le fait 

que les cytokinines opposent à la dominance apicale stimulant ainsi la croissance des 

nouvelles pousses (Cevie, 1997).  

Au cours de cette phase, plusieurs milieux ont été testés avec succès sur l’olivier 

donnant des résultats significatifs avec des meilleurs taux de multiplication : Murashige et 

Skoog (MS, 1962 ; Fiorino et Leva, 1986 ; Leva et al., 1995 ; Ferreira et al., 2003), les 

milieux de l'olivier OM (Rugini, 1984 ) et DKW (Driver et Kuniyuki, 1984) et WPM 

(Santos et al., 2003 ; Abousalim et al., 2004). 

d. Phase d’enracinement 

Cette étape consiste à induire l'émergence de racines sur tiges effeuillées obtenue lors de  

la phase de multiplication (CIDES, 1999). Parfois, les espèces ligneuses ont un système 

racinaire plus ou moins important durant cette phase. Habituellement, les milieux 

d’enracinement sont modifiés, comparativement aux milieux des étapes précédentes, en 

réduisant la concentration de moitié des macros éléments et de la source de carbone.  
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Les milieux de base les plus couramment utilisés au cours de cette étape, sont très 

diversifiés et souvent réduits de moitié tels que : les macro-éléments de KNOP, les micro-

éléments de  Heller (Rugini, 1984) ; le  milieu DKW (Revilla et al., 1996) ; le milieu OM 

(Chaari-Rkhis et al., 2002) ; le milieu WPM (Roussos et Pontikis, 2002) et le milieu MS 

(Zucherelli et Zucherelli, 2002). 

La source d’hydrates de carbone la plus largement utilisée est le saccharose, avec des 

concentrations allant de 15 jusqu’à à 30 g/l (Grigoriadou et al., 2002 ; Rugini, 1984). Le 

mannitol, a été utilisé à des concentrations allant de 18 à 36 g/l (Roussos et Pontikis, 2002 ; 

Vidoy et al., 2012) . 

Le milieu d’enracinement se différencie par rapport aux milieux des phases précédentes 

par sa composition hormonale. Souvent, les transferts de pousses sur des milieux pourvus 

principalement d’auxines rajoutées au milieu conjointement ou individuellement, à des 

concentrations comprises entre 0,7 et 1 mg (INRA, 1997), induisent l’enracinement. Dans le 

cas de l’olivier les auxines les plus utilisées avec efficacité sont l’AIB et l’ANA (Chaari-

Rkhis et al., 2006). Parfois, sur des pousses très bien effeuillées dotées de bourgeons, l’auto 

enracinement se fait dans un environnement totalement dépourvu de régulateurs de croissance 

(Augé et al., 1989).  

Pour améliorer le taux d'enracinement du matériel végétal, plusieurs stratégies ont été 

proposées comme : 

-  L’exposition des explants apicaux (avec 3-5 nœuds) pendant 6 à 7 jours à l’obscurité 

(Rugini et al., 1987) ;  

-  L'ajout en milieu de culture de substances tellesque la putrescine (Rugini et Fedeli, 

1990) ou l’extrait d'huile d'olive obtenu à partir de sphéroplastes est combiné aux auxines 

(Rama et Pontikis, 1990 ; Roussos et Pontikis, 2002) ; 

-  L'immersion de la partie basale des explants dans une solution stérile  d'AIB pendant 

10 secondes (Rugini, 1990) ;  

- L’infection artificielle in vitro des explants par des bactéries (Agrobacterium, 

Pseudomonas) (Peyvandi et al., 2010). 
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e. Phase d'acclimatation 

C’est la phase la plus importante car les plantules obtenues présentent une cuticule plus 

fine, faible densité de stomates et une seule couche de parenchyme (Cozza et al., 1997). Ceci 

implique le passage obligatoire de ces plantules par une étape d’adaptation sous conditions de 

haute humidité relative, pour obtenir une plante avec des racines à chevelue racinaire dense. 

Cette phase est très délicate du moment qu’un nombre élevé de plantules ne peuvent pas 

résister au transfert.  

Une fois, les vitro-plants micropropagés émettent des racines, Ils seront débarrassés des 

résidus du milieu, puis lavés doucement avec de l'eau courante. Ensuite, les vitro-plants seront 

transplantés dans des petits conteneurs, renfermant un substrat nutritif composé d'un mélange 

de compost de terre ou de tourbe, de perlite (4 : 1), ou un mélange de vermiculite et perlite  

(3: 1) (Peixe et al., 2007). 

Les parties aériennes de plantules auto-enracinées sont recouvertes d'un sac en 

polyéthylène transparent du faite que les stomates des jeunes feuilles cultivées in vitro restent 

constamment couverts en raison du risque élevé de déshydratation afin de  les maintenir dans 

une humidité relative élevée de l'ordre de 100 % (CIDES, 1999). Par la suite, Les plantules 

sont placées dans une serre d’élevage, où l'humidité est progressivement réduite durant les 20-

30 jours en retirant le sac pour les adapter de plus en plus jusqu’à la pleine acclimatation.    

Au cours de cette phase, les plantules peuvent être irriguées en utilisant des solutions 

nutritives (Caruso et al., 2011).  

2.2.2.2. Embryogenèse somatique 

L’embryon est défini comme étant une plante se trouvant au stade initial de son 

développement. Il s'agit en fait d'une structure bipolaire (munie de deux méristèmes : l'un 

caulinaire et l'autre racinaire) qui, suite au processus de germination, donne naissance à une 

nouvelle plante. Quant à l’embryon somatique, on peut le définir comme étant une structure 

bipolaire ressemblant à un embryon zygotique, obtenue à partir de tissus ou de cellules 

somatiques, sur un milieu nutritif in vitro.  

L’embryogenèse somatique est un processus par lequel les cellules somatiques se 

développent en plantes à travers une série ordonnée d'étapes embryologiques caractéristiques 

sans fusion de gamètes (Jiménez et al., 2001). Elle a été induite pour la première fois sur la 

carotte Dacus carotta en 1958 par Reinert, et depuis lors, elle est obtenue chez un grand 
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nombre d’espèces. Cette technique fournit une multitude de plantes qui peuvent être 

génétiquement identiques à la plante donneuse d’explants (Techniver, 2007). 

L’embryogenèse somatique est souvent obtenue sur un milieu de culture dit d’induction, 

connu pour sa richesse en auxines. Une fois l’induction faite, les cellules embryogènes se 

divisent et se développent en cals nommés « embryogènes » qui donnent, lieu à des embryons 

somatiques (CIDES, 1999). 

L'embryogenèse somatique est un outil puissant, non seulement pour la propagation in 

vitro, mais aussi pour faire de l’amélioration génétique (Abousalim et al., 2008). En effet, 

l'embryogenèse somatique obtenue en passant par la phase cal peut conduire à l’obtention de 

variants (Auge et al., 1989). 

La synthèse des études faites sur la micropropagation via l’embryogenèse de l’olivier 

montre clairement que les travaux réalisés restent encore limités (Cimato, 1999). Les résultats 

obtenus chez l’olivier jusqu’à présent sont intéressants surtout envers certains cultivars 

comme : ‘‘Canino’’ (Rugini et al., 1995). ‘‘Dolce agogia’, ‘‘Leccino’’, ‘‘Frantoio’’ et 

‘‘Moraiolo’’ (Rugini, 1988), Cependant, il reste à développer certains aspects, en particulier 

les besoins nutritifs et hormonaux de l’embryon, de même que les conditions de survie et de 

développement des plantules issues de ces embryons. 

La régénération de l’olivier via l’embryogenèse est rapportée par de nombreux travaux 

de recherche. La première induction de l'embryogenèse somatique de l'olivier a été obtenue en 

blessant les racines encore attachées à la plantule. Les cals produits, au niveau des zones de 

blessures, ont permis l’obtention d’embryons et la régénération de plantes entières (Rugini et 

Tarini, 1986).  

C’est surtout l’emploi d’embryons zygotiques immatures comme explants qui semble 

présenter de bonnes aptitudes embryogènes chez l’olivier (Rugini, 1988). Selon ce même 

auteur, l’emploi d’embryons immatures de 70 jours, chez certains cultivars d’olivier, permet 

la production d’embryons somatiques sans le passage par la phase cal à hauteur de 70 % 

(pourcentage d’explants embryogènes) tandis que le reste induit la formation de cals 

embryogénique. Le succès de l’embryogenèse somatique par l’emploi d’embryons zygotiques 

est aussi rapporté par d’autres auteurs (Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992). 

 Même l’usage d’embryons zygotiques murs, présente de potentialités embryogènes. 

Plusieurs auteurs comme Leva et Petruccelli (1995) ; Leitao et Fevereiro (1998) ont utilisé 

avec succès des embryons matures comme explants. Aussi Même, les tissus des semis et les 



34 
 

fragments de feuilles, de pétioles ou de racines, de certains cultivars ont donné des réponses 

favorables à l’embryogenèse somatique (Rugini, 1988 ; Shibli et al., 2001). L’emploi de 

cotylédons et d’hypocotyles de graines germées in vitro ont également permet une 

embryogenèse somatique (Pritsa et Voyiatzis, 1999).  

Le nombre d’embryon produit par explant reste tributaire de l'origine de l'explant 

(proximale, moyenne et distale de la partie de l'embryon) et de la durée de culture sur milieu 

d'induction de cal (Rugini et Caricato, 1995).  

Malgré les succès obtenus avec certains cultivars, l’embryogenèse somatique reste 

difficile à obtenir ou à généraliser sur  l’ensemble des cultivars d’olivier qui demeurent très 

récalcitrants à ce processus morphogénétique.  

Il existe cependant des tentatives pour améliorer l’embryogenèse de l’olivier. C’est 

l’exemple de la stratégie nommée «système de régénération à double» développée par Rugini 

et Muganu (1998) qui  consiste à régénérer les premiers bourgeons adventifs de pétioles des 

feuilles de pousses in vitro en croissance, puis le repiquage des petites folioles dans un milieu 

approprié jusqu'à ce que les masses pro-embryonnaires apparaissent. De même, à partir des 

embryons somatiques primaires, il a été facile d'obtenir des embryons somatiques secondaires 

à partir de l'épiderme ou de la couche sous épidermique (Lambardi et al., 1999). Lorsque les 

embryons ont été obtenus de cette manière, le cycle de l'embryogenèse somatique peut être 

maintenu indéfiniment sur un milieu dépourvu d'hormones  (Benelli et al., 2001 ; Rugini et 

al., 2005).  

Par ailleurs, il y a lieu de signaler que les embryons somatiques produits ne sont pas 

toujours de qualité souhaitable. En effet, parfois les embryons somatiques obtenus présentent 

des malformations morphologiques (embryons monocotylés, polycotylés et parfois une masse 

sans forme distincte) qui ont des répercussions sur leur faculté germinative ou sur leur 

conversion en plantule. En effet, les embryons se différencient principalement de la surface de 

l'épiderme avec un origine principalement unicellulaire (Lambardi et al., 1999). La 

production en continu de cycles à long terme des embryons à partir de cellules de l'épiderme 

peut être un avantage important dans la régénération de plantes à partir des cellules 

transgéniques, parce qu'elle évite la formation de cals qui pourrait être une large source de 

variabilité génétique indésirable. Les plantes dérivées d'embryons somatiques produisent des 

fleurs 2-3 ans plus tard que les plantes micropropagés par stimulation des bourgeons 

axillaires.  
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En ce qui concerne la composition hormonale des milieux de culture, l'utilisation des 

auxines et des cytokinines dans l'induction de l'embryogenèse somatique semble variée en 

fonction de la nature des explants employés. Certains auteurs comme Canas et Benbadis 

(1988) ; Cerezo et al. (2011) ; Orinos et Mitrakos (1991) ont utilisé le milieu OM 

supplémenté avec 5 mg/l d’AIB et 0,6 mg/l de 2iP  pour l’induction de cals embryogéniques à 

partir d’explant d’olivier. D’autres auteurs comme Rugini et Tarini (1986) rapportent 

l’obtention d’embryons somatiques à partir de racines et d’embryons immatures sur milieu 

MS avec 0,1mg /l  d’ANA  additionnée à 0,1 mg/l  de BA. 

Le saccharose est souvent apporté dans les milieux de culture induisant l’embryogenèse. 

Selon Orinos et Mitrakos (1991) ; Mitrakos et al. (1992) ; Shiblî et al. (2001), les meilleurs 

résultats sont ceux obtenus avec l'addition de 36 g/l de saccharose  suite à l’étude de l'effet de 

la nature des sucres sur l'induction embryogénique.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



36 
 

 

Chapitre 3. Principaux types de marqueurs génétiques et leur utilisation dans l'identification 
 

L’olivier (Olea europaea L.)  présente une variabilité génétique élevée avec plus de      

2 600 cultivars décrits (Rugini et Lavée, 1992), bien que beaucoup d'entre eux pourrait être 

des synonymes et des homonymes (Ouazzani et al., 1996 ; Barranco et al., 2000). En outre 

le catalogue variétal mondial de d’olivier cultivé compte plus de 1 200 variétés (Olea 

europaea L.) (Bartolini et al., 1998). La pollinisation chez l’olivier et anémophile, induit 

facilement des croisements entre cultivars qui donnent lieu à une forte variabilité génétique 

(Zohary, 1994 ; Ouazzani et al., 1996 ; Mekuria et al., 1999). 

Au fil des siècles, les oliviers ont été propagés, principalement par voie végétative, et 

sélectionnés sur la base de caractères quantitatifs et qualitatifs d'olive. Toutefois, cette 

procédure n'a pas empêché le croisement naturel entre les cultivars nouvellement introduits 

avec  le matériel génétique local et l’apparition des mutations somatiques, qui ont contribués 

d’une manière considérable dans l’augmentation de la variabilité génétique                       

(Belaj et al., 2006 ; Cordeiro et al, 2008 ; Martins-Lopes et al., 2009). En outre, le nombre 

élevé de cultivars d'olivier représente un défi énorme dans la gestion des collections de 

matériel génétique. 

La certification à la fois du matériel végétal produit en pépinière et des huiles d'olive 

produite  exigent une authenticité génétique et une traçabilité connue (Cipriani et al., 2002).  

Toutefois, la diversité d’olivier sollicite de plus en plus d’intérêt notamment dans le 

domaine de l’agronomie, l’amélioration génétique, l’industrie agro-alimentaire et 

l’exploitation du génome de cette espèce (Caruso et al., 2011).  

Traditionnellement, l’identification des variétés d’olivier a été réalisée par des 

descripteurs  pomologiques fondés sur l’utilisation d’une série de marqueurs agronomiques et 

morphologiques. Cependant, l'identification des variétés en fonction des caractères 

morphologiques et agronomiques peut conduire à un degré d'erreur en raison de leur faible 

héritabilité (Hernandez et al., 2001 ; Mehri et Mehri-Kamoun, 2007 ; Hannachi et al., 

2008). En outre, la reconnaissance des cultivars d'olivier basé sur ces caractères 

phénotypiques présente des insuffisances, en particulier pendant l’âge juvénile de l'arbre. De 

même, elle induit un faible polymorphisme qui et souvent lié à l’environnement et au stade de 

croissance de l’arbre (Tanksley et Orton, 1983 ; Mohan et al., 1997).  
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En raison, du niveau de diversité génétique observé dans le matériel génétique d'olivier 

et la présence d'homonymes et synonymes, ces approches ont été appuyées par des méthodes 

moléculaires qui ont été développées à la fin du 20 siècles. En effet, la technique d’ADN 

fingerprinting basée sur la réaction en chaîne par polymérase (PCR) représente une alternative 

aux descripteurs morphologiques utilisés pour l’identification variétale, puisque elle est 

indépendante de l'environnement et du stade de croissance et de développement de la plante 

(Martins-lopez et al., 2009). 

De même, en raison de leur niveau de polymorphisme élevé et le pouvoir de 

discernement, les marqueurs moléculaires ont été utilisés comme un outil puissant pour la 

caractérisation des variétés d’olivier. Ces marqueurs moléculaires ont joué un rôle crucial 

pour la distinction, l’identification, la caractérisation et l'élude de l’origine de la diversité 

génétique chez l'olivier. En effet, différents marqueurs moléculaires ont été appliqués pour 

l’évaluation de la diversité génétique de l’olivier, comme les marqueurs « dominant par 

amplification aléatoire » de l'ADN (RAPDs) (Trujillo et al., 1995 ; Belaj et al., 2003 ; 

Martins-Lopes et al.,  2009) et les marqueurs (ISSRs) « répétition inter simple séquence »     

(Essadki et al., 2006 ; Martins-Lopes et al., 2009). Les marqueurs co-dominants comme les 

microsatellites (SSRs) (Rallo, 2001 ; Belaj et al., 2003 ; Sarri et al., 2006 ; Fendri et al., 

2010 ; Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Abdessemeda et al., 2015 ; Boucheffa et al., 2016) 

et le (AFLP) « longueur des fragments amplifiés polymorphisme » (Angiolillo et al., 1999 ; 

Montemurro et al., 2005 ; Grati-Kamoun et al., 2006 ; Ercisli et al., 2009) ont été utilisés 

pour la caractérisation du matériel génétique de l’olivier. 

Actuellement les marqueurs pomologiques et moléculaires sont utilisé conjointement 

pour établir une caractérisation complète et efficiente des variétés d’olivier (Trujillo et al., 

2005). 

3.1. Marqueurs  pomologiques 

La caractérisation et l’identification des variétés d’intérêt agronomique comme pour 

l’olivier ont été basé traditionnellement sur l’utilisation de descripteurs pomologiques en 

utilisant un nombre considérable de caractères morphologiques et agronomiques (Barranco 

et Rallo, 1984).  

Dans un premier temps, avant le début de l'utilisation systématique des marqueurs 

moléculaires pour l’identification et la caractérisation de l’olivier, Pitton de Tournefort fut 

le premier à mettre en évidence le classement de l'olivier en 1719. Par la suite, 18 différents  
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systèmes ont été proposés pour l'identification et la classification de l'olivier (Barranco et 

Rallo, 1984 ; Prevost et al., 1993 ; Tous et Romero, 1993 ; Cantini et al., 1999 ; Barranco 

et al., 2000 ; Leva et Petruccelli, 2011). Ces marqueurs sont sous l’influence de 

l’environnements donc leur utilisation adéquate nécessite un nombre élevé de répétitions dans 

l’espace et dans le temps (Barranco et al., 2005).  

Par ailleurs, la caractérisation morphologique de l’olivier se base généralement sur des 

marqueurs avec une capacité de discrimination élevée et une faible dépendance des conditions 

environnementaux de l’année (Rallo, 2005). En effet, la technique de caractérisation devrait 

être à la fois rapide et économique, mais les méthodes d’identification utilisées pour la 

caractérisation morphologique des variétés d’olivier emploient un grand nombre de caractères 

de l’arbre, du rameau, de la feuille, des inflorescences, de fruit et de l’endocarpe (Barronco et 

Rallo, 1984 ; Barranco et al., 2000). 

Actuellement, le Conseil Oléicole International (C.O.I.) utilise le système de 

classification variétale, décrit par Barronco et Rallo (1984), qui renferme 28 caractères de 

l’arbre, feuilles, fruits et endocarpe. En outre, les marqueurs pomologiques sont acceptés par 

le IPGRI (www.ipgri.cgiar.org/index.htm), mais ils sont souvent renforcés par l'utilisation 

de marqueurs moléculaires (Fendri et al., 2010 ; Belaj et al., 2011). En effet, de nombreuses 

études ont été faites avec ces marqueurs (Barronco et Rallo, 1984 ; Mendil et Sebail, 2006).  

Par ailleurs, un certain nombre d’auteurs préconisent l’utilisation des marqueurs 

pomologiques ou morphologiques pour mener à bien les travaux de prospection (Barronco et 

Rallo, 1985 ; Cimato et al., 1993 ; Barronco et al., 2005).  

3.2. Marqueurs biochimiques (iso-enzymes) 

La caractérisation par marqueurs iso-enzymatiques consiste à distinguer par 

électrophorèse les différentes formes d'une enzyme codée par différents allèles du même gène 

(Soltis et Soltis, 1989). Bien que le polymorphisme des peptides est connu par Allison depuis 

1954, son application sur les végétaux n’a été mise en évidence que 35 ans après par Torres 

(1989) et Weeden (1989). 

L’électrophorèse des iso-enzymes, permet d’étudier les produits primaires de gènes de 

structure. En outre, la méthodologie pour le développement et l'utilisation de ce type de 

marqueurs est relativement simple, rapide et peu coûteuse (Trujillo et al., 1995). 
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Cette technique est particulièrement adaptée à l’identification variétale des espèces 

fruitières (Torres, 1989 ; Weeden, 1989). Ces marqueurs biochimiques sont les plus 

largement utilisés dans l'amélioration des plantes (Bednorz et al., 2004). De même, les iso-

enzymes ont été largement utilisés pour l'identification variétale de l’olivier en raison du haut 

degré de polymorphisme, utilisant à la fois le pollen (Rovira et Tous, 1995 ; Martin et 

Rallo, 2005 ; Trujillo et al., 2005) et les feuilles (Ouazzani et al., 1995 ; Seker et al., 2008).  

Cependant cette technique est soumise à certaines limites, notamment la difficulté de 

détecter certaines mutations et la nécessité d’utiliser un nombre élevé de marqueurs pour 

l’identification de clones ou de variétés apparentés (Cheliak et Pitel, 1984 ; Liu et Furnier, 

1993). Ils sont considérés comme des marqueurs co-dominants permettant de distinguer les 

individus homozygotes et hétérozygotes. En outre, les iso-enzymes sont considérés comme 

des produits primaires de gènes et donc leurs motifs sont reproductibles et très peu affectés 

par les conditions environnementales (Fendri, 2010).  

De tels marqueurs sont des produits de gênes, qui diffèrent phénotypiquement, peuvent 

avoir une expression différentielle en fonction des facteurs environnementaux et le type de 

tissus employés. Il a été démontré que de nombreuses espèces ont des systèmes d'iso-enzymes 

monomorphes, ce qui rend leurs applications impossible dans les programmes de sélection 

(Domínguez-García, 2012). 

3.3. Marqueurs moléculaires 

L’étude de la variabilité, qui existe au niveau des acides nucléiques dans les régions 

codantes ou non codantes, a permis de mettre en évidence les différences qui existent entre les  

génotypes (Karp et Edwar, 1997). En effet, l’emploi des marqueurs moléculaires (marqueurs 

à ADN) a donné la possibilité à l’utilisateur d’identifier avec certitude les variétés d’olivier 

sans recours à l’étude pomologique des autres caractères par l’emploi d’une petite quantité 

d'ADN, obtenue à partir d’un petit échantillon généralement de tissu de feuilles, 

indépendamment de l’âge, du stade de croissance de la plante et des conditions 

environnementales de l’année. Ces marqueurs ont démontré une grande utilité dans l’étude de 

la diversité génétique au niveau intra-spécifique et inter-spécifique (Karp et Edwar, 1997).  

Plusieurs techniques existent actuellement pour réaliser une caractérisation moléculaire. 

Parmi ces techniques nous citons : RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphism), 

RAPD (Random Amplified Polymorphic DNA), AFLP (Fragment Length Polymorphism 

Amplified), SCARs (Sequence Caractérisé Amplified Region) ; SSRs (Séquence simple 
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Répète) ; ISSR (Inter Simple Sequences Répétitions), SNPs (Single Nucleotide 

Polymorphism) et DArTs (Array diversité Technology). 

3.3.1. RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphism) 

Les marqueurs RFLPs (Restriction Fragment Length Polimorphism) fut les premiers 

marqueurs d’ADN utilisés à partir des années 80 qui ont permis de détecter des différences 

par l’intermédiaire de l’utilisation des enzymes de restriction. Ces enzymes agissent en 

coupant l’ADN et par la suite l’hybridation avec des sondes spécifiques qui permet d’obtenir 

une disposition particulière pour chaque génotype après migration sur gel (Mohan et al., 

1997).   

Plusieurs auteurs rapportent l’application de cette méthode avec succès pour évaluer la 

variabilité génétique sur l’olivier en utilisant de l’ADN de différentes origines. Bien que, la 

première application de ces marqueurs  sur cette espèce fut signalée par (Amane et al., 1999). 

Ces auteurs ont pu évaluer la variation génétique et la relation entre 89 vieux arbres d’olivier 

et 101 oléastres, cultivés autour du bassin méditerranéen, en utilisant l’ADN cytoplasmique.  

Une approche similaire a été utilisé au Maroc pour étudier la variation de l'ADN des 

chloroplastes dans l’olivier sauvage et cultivé qui a révélé la présence de quatre chlorotypes 

distincts (Amane et al., 1999). Certains auteurs comme Besnar et al. (2001) ont utilisé de 

l'ADN ribosomale pour distinguer entre les variétés cultivés et l’olivier sauvage ainsi, que la 

détermination de l’époque de divergence génétique entre les différents taxons de l’espèce 

Olea europaea L.  

Par ailleurs, les types de RFLPs les plus utilisés sont les mitochondriales (Besnar et al., 

2007). Bien que ces marqueurs ont l’avantage d’être co-dominant mais présentent certaines 

contraintes qui limitent leur utilisation à savoir : un faible polymorphisme, un nombre limité 

d’allèles par locus, un important temps, des réactifs radioactifs ou toxiques, une grande 

quantité d'ADN génomique de haute qualité et des informations préalables sur la séquence de 

l’amorce avant la génération de la sonde, ce qui induit une complexité ou difficulté dans 

l’application de cette technique (Agarwal et al., 2008). 

3.3.2. RAPD (Random Amplified Polymorphic DNA)  

Les RAPDs ont été les premiers marqueurs à base d'ADN  développés simultanément 

dans deux laboratoires différents à la fois en 1990 par Williams et al. (1990) et Welsh et 

McClelland (1990). Ces marqueurs basés sur l'amplification par PCR de segments d'ADN 
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aléatoires, en utilisant des amorces uniques de la séquence nucléotidique arbitraire ou semi 

arbitraire de 10 pairs de base (Williams et al., 1990 ; Paran et Michelmore, 1993). Les 

fragments d'ADN amplifiés, se sont révélés très utiles pour la construction de cartes 

génétiques. En outres, les polymorphismes présents sont détectés par électrophorèse des 

différents fragments d'ADN. Ces derniers sont générés lorsque les amorces utilisés 

habituellement avec de multiples sites analogues dans différentes régions du génome, 

produisant de multiples produits amplifiés, qui contiennent souvent des séquences d'ADN 

répétitives (Paran et  Michelmore, 1993). 

Selon Agarwal et al. (2008), cette méthode présente certains avantages comme : la non 

nécessité d’une connaissance préalable de la séquence d’ADN ; la simplicité de la méthode 

qui  utilise un nombre limité d'amorces avec une faible quantité d’ADN (nano grammes), 

comme elle est non coûteuse. Cependant, comme les marqueurs dominants, elle présente 

quelques contraintes telsqu’une faible reproductibilité entre les laboratoires. Ce type de 

marqueurs a été appliqué dans l’étude des ressources génétique d’un nombre important 

d’espèces d’intérêt agronomique (Hormanza, 1996). 

La première étude ayant utilisée les RAPDs  pour évaluer le polymorphisme génétique 

de l’olivier a été rapportée par (Bogani et al., 1994). Plusieurs auteurs, confirment l’efficacité 

de cette technique dans la détection d’un haut degré de variabilité génétique au sein des 

différents cultivars étudiés (Fabbri et al., 1995 ; Belaj et al., (2002, 2004, 2006) ; Martins-

Lopes et al., 2007 ; Cordeiro et al., 2008).  

Les variétés d’olivier sont des variétés de population présentant une diversité intra-

variétale ou clonale. L’application des marqueurs RAPDs a permis la détection de cette 

diversité clonale par la révélation de l'existence de polymorphisme intra-variétale sur trois 

variétés portugaises (Gemas et al., 2000). La même technique a permis de  caractériser et de 

sélectionner sur une variété turque, six importants clones d'olivier à l’huile (Kockar et Ilıkcı, 

2003). De plus, des études similaires ont été réalisées sur deux autres variétés d'olivier 

portugaises, 'Verdeal-Transmontana' (Gomes et al., 2008) et 'Cobrançosa' (Martins-Lopes et 

al., 2009).  

Par ailleurs, ces marqueurs ont été utilisés pour les études de conformité génétique ou 

phyllogénétique (Hess et al., 2000 ; Bronzini de Caraffa et al., 2002 ; Leva et al., 2006). 

Bottalico et al. (2009) et Leva et Petruccelli (2012), en utilisant la technique de RAPD ont 

confirmé l’absence de variation somaclonale au sein de plantes micropropagées du cultivar 

‘‘Maurino’’, obtenues suite à un cycle de 12 repiquages de prolifération d'une durée de 45 
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jours sur milieu MSM. De même, ces marqueurs ont été utilisé pour l’élaboration des 

premières cartes de linkage (De la Rosa et al., 2003). 

3.3.3. AFLP (Fragment Length Polymorphism Amplified) 

Le principe de l’AFLP est basé sur l'amplification sélective de fragments obtenus dans 

la digestion de l'ADN génomique avec des enzymes de restriction (Zabeaeu et Vos, 1993). 

Cette technique, comprend trois étapes (Vos et al., 1995) : préparation du modèle, 

amplification de fragment et  analyse de gel. 

Les modèles d'empreintes sont obtenus par détection de fragments de restriction 

génomiques amplifiés par PCR. Cette technique est plus complexe que la technique de 

RAPDs, du fait qu’il est nécessaire d'effectuer la digestion de l'ADN génomique totale, en 

utilisant deux enzymes de restriction. Par la suite, plusieurs bandes sont générées 

correspondant à des fragments de différentes origines de génome déterminé par les enzymes 

de restriction utilisés,  qui peuvent être séparés par des gels d'acrylamide dans des conditions 

de dénaturation ou par électrophorèse capillaire. 

Pour générer ces marqueurs, la connaissance préalable de l’amorce n’est pas nécessaire, 

ils sont dominants et ne sont pas transférables, comme dans le cas de RAPDs, mais ils 

permettent la génération d'un grand nombre de marqueurs avec quelques réactions (Agarwal 

et al., 2008).  

Les marqueurs AFLPs présentent un grand polymorphisme, ils sont capables de 

discriminer les individus avec beaucoup de similitude génétique. Cependant, il existe un 

nombre illimité d’AFLPs. En outre, ces marqueurs dominants présentent certains 

inconvénients tels, ils génèrent des coûts élevés de l'analyse  et l'ADN doit être en plus grande 

quantité et de pureté très élevée.  

L’AFLPs a été largement utilisée pour sa fiabilité et son efficacité dans les études de la 

diversité génétique (Ercisli et al., 2009). Ce type de marqueur a été utilisé pour étudier la 

variation intra-variétale pour deux variétés espagnoles ‘‘Arbequina’’ et ‘‘Manzanilla de 

Seville’' (Belaj et al., 2004),  De même, des travaux similaires pour l’étude de la variation 

inter et intra variétale d’olivier espagnole ont été effectué par Martin et Rallo (2005), ainsi 

que pour l’évaluation des relations génétiques entre les cultivés dans la Méditerranée orientale 

(Owen et al., 2005). En outre, ils ont été utilisés pour l'identification variétale à travers le 

monde (Angillillo et al., 2006 ; Grati–Kamoun et al., 2006), en effet, 47 variétés espagnoles 

ont été identifiées.  
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3.3.4. SCARs (Sequence Caractérisé Amplified Region) 

Cette technique a été introduite par Michelmore et Parân (1993). Elle se base sur 

l'amplification d'une séquence connue à l'aide d'amorces plus longues (20 bases). Bien qu’ils 

puissent provenir d'un fragment obtenu par RFLPs, RAPDs ou AFLPs lesquelles ils ont été 

clonés et séquencés précédemment et qu'ils vont concevoir des amorces hautement 

spécifiques. 

Contrairement aux RAPDs les marqueurs SCARs ont l'avantage d'être hérité d'une 

façon co-dominante (Mohan et al., 1997). Ce type de marqueurs a été appliqué pour 

l'évaluation du matériel génétique d'olivier et dans la cartographie (Bautista et al., 2003 ; 

Busconi et al., 2006). Ces marqueurs ont été largement utilisés également pour la sélection 

assistée par marqueurs des plantes à intérêt agronomique telles que le blé (Hernández et al., 

1999), la vigne (Vidal et al., 2000), le poirier (Lee et al., 2004 ; Marieschi et al., 2011) et 

l’olivier (Mekuria et al., 2002). En effet, les même auteurs, ont révélé des relations entre ces 

marqueurs et les caractéristiques du fruit ainsi que l'association avec la résistance à certains 

champignons pathogènes (Hernandez et al., 2001).  

Dans les processus de certification des vergers et des régions, cruciales pour la 

dénomination d'origine protégée (AOP), il y a un besoin urgent de méthodes précoces et 

efficaces capables de discriminer et identifier les cultivars d'olivier. En outre, ces marqueurs 

spécifiques peuvent également être utiles dans l'industrie d'olive afin d'éviter l'huile d'olive 

fraudée (adultération) qui affecte la qualité de l'huile et garantir sa traçabilité (Pafundo et al., 

2007 ; Marieschi et al., 2011). 

3.3.5. SSRs (Séquence simple Répète) 

Les séquences simples répétitives (SSRs) sont des motifs répétés en tandem le long de 

l'ADN (Hamada et al., 1982). Ce sont des segments d’ADN composés d'un à six paires de 

bases (Jeffreus et al., 1985) répétés plusieurs fois, et sont présents dans les génomes de 

plusieurs organismes supérieurs (Wu et Tanksley, 1993). Ces séquences peuvent entraîner, 

un polymorphisme entre les individus afin de modifier le nombre de répétitions et générer des 

fragments amplifiés de différentes longueurs.  

Le développement de ces marqueurs moléculaires nécessite une connaissance préalable 

de la séquence d'ADN particulière dans la région flanquante. Normalement, les microsatellites 

sont non-codants et jouent un rôle dans la régulation de gènes (Hamada et al., 1982) ou 
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agissent en tant que signaux dans le processus de conversion génique et la recombinaison 

(Jeffreus et al., 1985).   

Les SSRs peuvent être des motifs de di-, tri-, tétra ou penta-nucléotide, et peuvent 

même être plus complexe (Powell et al., 1996). Toutefois, ces marqueurs de di-nucléotides 

sont plus abondants dans le génome (come ex le motif AG/CT), mais ils sont difficiles à 

interpréter, par conséquent, ils ont besoin d’un système de réparation efficient de leur allèles 

pour éviter une identification erronée (Amos et al., 2007). 

Comparativement aux marqueurs RAPDs ou AFLPs, les SSRs ont l'avantage d’être co-

dominant. Toutefois, le principal inconvénient de ces derniers réside dans le travail qui est 

très coûteux et la nécessité de développer des amorces. Cependant, ces marqueurs sont 

largement utilisés dans les études génétiques de l'olivier, car ils sont polymorphiques avec une 

reproductivité très élevée.  

La technique SSR est considérée comme un outil de confiance pour l’identification et la 

caractérisation variétale de l’olivier. En effet, des locus de microsatellites ont été isolés à 

partir d’olivier (Sefc et al., 2000 ; Carriero et al., 2002 ; Cipriani et al., 2002 ; Diaz et al., 

2006) et sont utilisés soit seul soit en combinaison avec d'autres marqueurs moléculaires pour 

la caractérisation des variétés de cette espèce.  

Les SSRs, ont montré leur efficacité dans les études de caractérisation de divers 

collections de germoplasmes d’olivier (Rallo et al., 2000  ; Khadari et al., 2003 ; Belaj et 

al., 2004 ; Montemorru et al., 2005 ; Baldouni et al., 2006 ; Khadari et al., 2008 ; 

Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Abdessemed et al., 2015 ; Boucheffa et al., 2016).   

Pour cette espèce, ces marqueurs ont été utilisés pour d’autres fins, tels que : la 

discrimination des cultivars (Sarriet al., 2006 ; Fendri et al., 2010), l’étude de la génétique 

de population (Breton et al., 2008), l’étude des relations génétiques entre olive cultivée et 

sauvage (Breton et al., 2006 ; Belaj et al.,  2010), la construction de cartes de liaison (De la 

Rosa et al., 2003 ; Khadari et al., 2010), l’étude de paternité (De la Rosa et al., 2004 ; Diaz 

et al., 2007), l’identification de la composition d'huile de variétés (Montemorru et al., 2005), 

la sélection assistée par marqueurs des études d'empreintes digitales (Cipriani et al., 2002 ; 

De la Rosa el al., 2004 ; Rallo et al., 2002) et l’analyse de la variabilité génétique du 

processus d'induction de l'embryogenèse somatique (Lopes et al., 2009).  

Suite aux différentes études réalisées sur l’olivier, une base de données contenant une 

liste consensuelle des profils SSRs pour le génotypage d'olivier a été construit. Cette plate 
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forme permettra la comparaison des résultats entre les laboratoires, afin d'établir une base de 

données commune (Baldoni et al., 2009). Ce travail a permis de recommander 11 SSRs 

sélectionnés pour l’utilisation dans un système universel d’identification et de caractérisation 

variétale de l’olivier. 

Des auteurs comme Mariotti et al. (2011) et Carimi et al. (2011) ont identifié des 

régions de SSR chloroplastidiales sur olivier qui peuvent être utilisé comme marqueurs 

capable de faire une discrimination entre les variétés.  

3..3.6. ISSR (Inter Simple Sequences Répétitions) 

Cette technique a été introduite par Zietkiewicz et al. (1994). Elle est basée sur  

l'amplification des régions 200-2000 paires de bases conçues à partir des microsatellites 

rapprochées orientées inversement, entre 10 et 60 fragments, sont séparés sur un gel 

d’électrophorèse. Les ISSRs ont été développés pour pallier à certains inconvénients associés 

aux différents marqueurs cités au-dessus, comme la faible reproductibilité des RAPDs, le coût 

élevé de AFLPs, et la nécessité de connaître les séquences adjacentes des amorces 

développées pour SSRs (Zietkiewiczetal., 1994 ; Terzopoulos et al., 2005). En effet, 

ces marqueurs montrent la spécificité des microsatellites, mais ils n’ont besoin d'aucune 

information de séquence pour la synthèse de l'amorce.  

Les ISSRs seuls ou en combinaison avec d'autres systèmes de marqueurs, ont été 

largement utilisés pour analyser la variation clonale et la variabilité génétique des cultivars 

d'olivier (Gemas et al., 2004 ; Gomes et al., 2008 ; Martins Lopes et al., (2007, 2009) ; 

Terzopoulos et al., 2005).  

Par ailleurs, des études ultérieures, ont conclu que les marqueurs ISSRs sont efficaces 

dans l'évaluation des relations génétiques de l’espèce  Olea europaea. L (Hess et al., 2000 ; 

Vargas et al., 2001 ; Gemas et al., 2004). En outre, ces marqueurs ont été utilisés pour 

distinguer 10 variétés italiennes à partir de l’ADN extraite de fruit d'olivier (Pasqualone et 

al., 2001) et d’étudier la variabilité intra-variétale de 201 accessions de 11 cultivars portugais 

(Gems et al., 2004). Toutefois, l'utilisation simultanée des ISSRs avec d'autres marqueurs tels 

que RAPDs a rendu possible la discrimination entre 30 cultivars portugais et 8 cultivars 

d'olivier étrangères (Martins-Lopes et al., 2007) et des études phénologiques des plantes  

obtenus par la technique in vitro (leva et al., 2002 ; García-Ferriz et al., 2003 ; Leva et al., 

2006 ; Bottalico et al., 2009 ; Caruso et al., 2011 ; Leva et Petruccelli, 2012 ). 

 



46 
 

 

3.3.7. SNPs (Single Nucleotide Polymorphism) 

Les polymorphismes nucléotidiques simples ce sont des marqueurs provoqués par des 

variations de nucléotide unique de la séquence d'ADN. Ces variations peuvent être des 

insertions ou  délétions affectant une seule paire de base comme, ils peuvent être également 

des substitutions d'un nucléotide par un autre différent. En effet, la détection de ces variations 

au niveau d'une base nucléotidique unique dans le génome permet de différencier les 

individus. De telles, variations sont présentes en abondance dans les génomes des organismes 

supérieurs (Agarwal et al., 2008). En raison de son abondance le long du génome, ainsi que 

la nécessité de développer des marqueurs de haute performance, il peut être l'un des systèmes 

d'identification utilisés. 

 Les SNPs ont été utilisés dans de nombreuses espèces végétales, contrairement chez 

l’olivier et en raison du génome inconnu de cette espèce, cette technique n'a pas été largement 

appliquée. La première application de SNPs sur olivier a été rapportée par Reale et al. (2006), 

pour 65 génotypes d'olivier d’origine Européen et d’autres d’Australie, ont permet de mettre 

en évidence une nette discrimination pour 77 % des cultivars employés. Par la suite, d'autres 

études avec de nouveaux SNPs  ont été réalisés (Muleo et al., 2009 ; Santos Macedo et al., 

2009 ; Hakim et al., 2010). 

3..3.8. DArTs (Array diversity Technology) 

C’est un procédé d'analyse de polymorphisme de l'ADN fut appliqué pour la première 

fois par Jaccoud et al. (2001) sur le riz, bien qu'il a été appliqué à plus de 60 espèces 

(www.diversityarrays.com).  

Généralement, ce type de marqueurs, présente certains avantages pour l'analyse 

génétique comparant aux autres marqueurs cités précédemment. Il offre un faible coût, une 

haute performance et un système robuste  de référence (Jaccoud et al., 2001).  

Les marqueurs DArTs n’ont pas besoin d'avoir une connaissance préalable de la 

séquence ADN, offrant donc une alternative intéressante pour l'olivier. En effet, cette 

technologie a été appliquée avec succès dans différentes espèces à intérêt agronomique telles 

que l'avoine (Tinker et al., 2009), la banane (Risterucci et al., 2009), le seigle (Bolibok-

Bragoszewska et al., 2009), le soja (Mace et al., 2008). Cette tchnique a été appliquée avec 

succès sur les espèces ligneuses afin d’étudier la variabilité génétique, la cartographie, la 

détection de gènes et la sélection assistée par marqueurs chez l’Eucalyptus (Sansaloni et al., 

2010). 

http://www.diversityarrays.com/
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Chapitre 4. Conformité génétique des vitro-plants d’olivier 

La micropropagation ne peut être une technique à haute valeur commerciale que si elle 

assure le respect morphologique, productive et moléculaire des plantes produites, par rapport 

à la plante mère originale (Caruso et al., 2011). Lorsque cette condition est satisfaite, la 

micropropagation permet d'augmenter la productivité, la durabilité et la compétitivité 

internationale de ce système par rapport aux autres techniques de multiplication appliquées 

par les pépiniéristes oléicoles. Cependant, selon ce même auteur,  la micropropagation ou plus 

généralement la culture in vitro de tissus, comme largement rapporté dans la littérature, peut 

produire des plantes indésirables ou variants, qui ne sont pas identiques à la plante mère 

d'origine. Ces variants peuvent parfois présenter des caractères intéressants susceptibles d’être 

utilisés et exploités en amélioration génétique. 

La diversité entre les plantes produites par rapport à la plante mère, peut être le résultat 

de variations génomiques qui sont établies au cours de la culture in vitro, ce qui donne 

naissance à des plantes "hors-types",  généralement appelées  variation "soma-clonale".  

Il existe plusieurs facteurs qui contribuent à la régénération des variantes soma clonales 

parmi les plus étudiées sont : la sélection des explants initiaux ; le nombre excessif de 

subcultures menées pour maximiser le niveau de la production de plantes ; la présence de 

doses élevées de régulateurs de croissance…  etc. 

D’une manière générale les plantes micropropagées, via le microbouturage, présentent 

rarement des variations somaclonales. En effet, selon l’étude menée par Bottalico et al. 

(2009) ; Leva et Petruccelli (2012)  dans le but de fournir une réponse claire sur la fidélité 

des plantes micropropagées du cultivar Maurino obtenu par un cycle de 12 repiquages de la 

prolifération d'une durée de 45 jours sur milieu MSM (Leva et al., 1995) cultivées sur le 

terrain et par rapport aux plantes du même cultivar, multiplié par bouturage. La comparaison 

des deux groupes de plantes (celles issues de microbouturage et du bouturage) ne montre 

aucune différence pour les 23 caractères végétatifs et productifs.  

L’utilisation des techniques moléculaires telles les RAPDs ; RFLPs ; ISSRs et SSRs 

pour l'évaluation de la conformité génétique des plants d'olivier constitue des outils fiables 

pour l’étude phénologique des plantes obtenues par la technique in vitro. En effet, de 

nombreux auteurs montrent à travers des études moléculaires (RAPDs ; ISSRs) l’efficacité de 

la micropropagation (via le microbouturage) quant au maintien de la conformité génétiques 

des plants régénérés (García-Ferriz et al., 2003 ; Leva et Petruccelli, 2002 ; Leva et 

Petruccelli, 2012 ). 
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III.. MATERIEL  ET METHODES 

 

1.  Micropropagation de l’olivier  

1.1. Objectif du travail   

L’objectif global visé par la présente étude consiste à tester les aptitudes de 

régénérabilité in vitro de l’olivier (Olea europaea L.) via le microbouturage. Nous 

envisageons surtout lors de cette étude de parvenir à établir un protocole expérimental 

efficace permettant d’optimiser le taux de régénération par la technique de microbouturage, en 

conbinant trois principaux facteurs connus pour leurs influences sur ce processus 

morphogénétique à savoir : la composition du milieu de base, la composition hormonale des 

milieux et l’effet du génotype.  

L’étude a été menée avec deux sous espèces d’olivier (Olea europeae L.) à savoir : la 

subsp laperinei (avec deux genotypes, une diploïde et l’autre triploïde) et la subsp sativa 

(comportant  les variétés cultivées : Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma). 

L’essentiel des expériences ont été réalisées au sein du laboratoire central de l’institut 

technique de l’arboriculture fruitière et de la vigne (ITAFV) à Tessala El Merdja (Alger), 

durant la période de 2010 à  2012 et poursuivie par la suite, dans le laboratoire de l’université  

Hassiba Ben Bouali de Chlef. 

Les essais préliminaires ont été conduits principalement sur la variété Chemlal puis 

élargi aux autres variétés. L’olive de Laperrine a été étudiée séparément. 

1.2.  Matériel  végétal 

 

1.2.1. Conditions d’obtention et de culture des plantes mères 

Les plantes mères ayant servi au prélèvement du matériel végétal utilisé, lors de cette 

étude, appartiennent à deux sous espèces distinctes d’olivier (Olea europeae L.) à savoir : la 

subsp sativa représentée par quatre variétés autochtones cultivées (la Chemlal, la Sigoise, la 

Ferkani et la Blanquette de Guelma) et la subsp laperinei représenté par deux génotypes un 

diploïde et un autre triploïde. Toutes les plantes mères sont âgées de 3 à 4 ans. 

Les quatre variétés autochtones sont cultivées en hors sol, multipliées à partir de la 

collection oléicole nationale de  la Ferme de démonstration de l'Institut Technique de 

l’Arboriculture Fruitière et de la Vigne (ITAF) de Takreitz à Sidi Aich (Béjaia), maintenues 
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sous serre  au sein du laboratoire central de Tessala El Merdja. Les pieds mères, élevées en 

serre, sont cultivées dans des conteneurs de capacité de 10 litres sur un substrat constitué de 

tourbe (1/3), de terre franche (1/3) et (1/3) de sable et de marc  de raisin, fertilisé par un 

engrais NPK de type 15, 15, 15. Les plants ont été maintenus sous une photopériode constante 

de 16/8h, la lumière est assurée grâce à un éclairage de 10 W/m2. La température minimale a 

été de 18 ± 2 °C tandis que la maximale été de 30 ± 2°C. 

Les plantes mères de l’olive de Laperrine sont cultivées dans la même ferme de l’ITAF 

sous les mêmes conditions seulement les pieds mères, élevés en serre, sont cultivés en 

conteneurs de capacité de 25 litres, provenant de la région de Tanaouatine, du nord-est de 

Tamanrasset, du parc national d’El Ahaggar. C’est suite à une sortie d’étude et de prospection 

à Tamanrasset effectuée par le personnel technique de l’ITAF, que des rameaux ligneux des 

arbres d'olivier de Laperrine ont été récoltés, découpés à environ 10-15 cm de longueur avec 

deux feuilles et ensuite transplantés sous mit-système pendant 3 mois afin de produire des 

pieds-mères utilisés pour l'établissement de la culture  in vitro. 

1.2.2. Préparation et mise en culture du matériel végétal: 

Selon les recommandations de nombreux auteurs Boulouha (1981) ; Margara (1989) ; 

Zryd (1988) ; Vidalis et al. (1989), le choix de l’emploi d’un matériel végétal juvénile, 

comme explant,  lors des manipulations relevant de la micropropagation, est plus que 

souhaitable à cause des bonnes performances qu’il présente, acause des faibles quantités de 

composées phenolyquesqui stoppe ou ralentie la croissance.  

Pour l’obtention d’un matériel végétal jeune et performant nous étions amenés à 

pratiquer une taille sévère sur notre matériel végétal de base (plantes-mères). Cette taille est 

appelée aussi taille de rajeunissement in vivo, préconisée par Roussos et Pontikis (2002) et  

Peixe et al. (2007), permet d’obtenir des rejets ou des pousses juvéniles herbacées 

nouvellement formées. Les plantes mères taillées sont cultivées en pots dans un 

environnement contrôlé sous serre, irrigués, fertilisés et traités de façon appropriée pour le 

contrôle des principaux insectes et agents pathogènes. Pour accélérer le débourrement de 

nouveaux bourgeons axillaires et la formation de nouvelles pousses, nous avons forcé les 

plants en les arrosant par une solution nutritive (KNOP) (tableau 4) à raison d’une fois par 

semaine et cela pendant trois mois avant la phase d’établissement de la culture in vitro  

(figure 9). 
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Figure 9. Forçage des plants d’olivier : (A) Variétés autochtone( Chemlal, Sigoise ,          

                Blanquettte de Guelma et Ferkani , (B) Olive de Laperrine avec 2genotypes   

Tableau 4.Composition minérale du milieu nutritif de KNOP 

 

Sels minéraux Formule chimique  Quantité/litre 

Nitrate de calcium 

Nitrate de potassium 

Sulfate de magnésium 

Phosphate mono potassique 

 (dihydrogénophosphate de potassium)  

Sulfate ferrique (sulfate de fer (III))  

Eau distillée 

Ca (NO3)2 H2O 

KNO3 

MgSO4 

KH2PO  

 

Fe2 (SO4)3 

H2O 

1,00 g 

0,25 g 

0,25 g 

0,25 g 

 

1,00 mg  

1000 ml 

 

1.2.3. Techniques de culture 

Lors de cette étude, la régénération par microbouturage du matériel végétal utilisé 

nécessite le passage par quatre phases de  culture in vitro à savoir : 

- Phase d’établissement de la culture,  

- Phase de multiplication et élongation,  

- Phase d’enracinement  

- Phase d’acclimatation ou d’accoutumance. 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Nitrate_de_calcium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Nitrate_de_potassium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sulfate_de_magn%C3%A9sium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Phosphate_de_monopotassium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sulfate_de_fer(III)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_distill%C3%A9e
https://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_(mol%C3%A9cule)
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Aux cours de cette étude, les premiers essais ont été menés uniquement sur la variété 

Chemlal concernant les variétés cultivées 

1.2.3.1. Phase d’établissement de la culture 

Un essai préliminaire a été effectué uniquement sur la variété Chemlal en testant trois 

différents milieux de culture de base : milieu d'olivier OM (Rugini, 1984) ; MS (Murashige 

et Skoog, 1962) et MSM (Murashige et Skoog modifie par Leva et al., 1995)  (tableau 3). 

Durant cette phase ces trois milieux de base ont été additionné à quatre type de cytokinines ; 

la Zéatine (ZEA), 6-benzyladénine (BA), 6 furfurylaminopurine (KN) et le Thidiazuron 

(TDZ), avec quatre niveaux de concentration de ZEA et BA (2,3 ; 4,6 ; 9,2 et 18,4 µM)  de 

KN  (3,49 ; 6,98 ; 13,96 et 27,92 µM) et  de TDZ (0,45 ; 0,9 ; 1,8 et 3,6 µM). 

Un deuxième essai a été élargi sur les trois autres variétés Sigoise, Ferkani et Blanquette 

de Guelma, en testant le milieu qui a présenté les meilleurs résultats chez la variété Chemlal à 

base de MSM additionné de la ZEA. 

Un troisième essai a été mené séparément sur l’olive de Laperrine, en testant les mêmes 

milieux additionné à deux cytokinines BA et  ZEA avec les mêmes niveaux de concentrations 

utilisées dans l’essai préliminaire.  

Tous les milieux testés ont été additionnés avec 36 g l-1 de mannitol et 7 g l-1 d’agar, le 

pH a été ajusté à 5,8 avec une solution de NaOH (1N), stérilisés par autoclavage à une 

température de 121°C et une pression de 1 bar pendant 20 minutes. Après autoclavage, les 

milieux ont été complétés avec les différentes cytokinines stérilisées par filtration. Les 

milieux sans hormones servent comme témoins. 

Les milieux stérilisés sont ensuite distribués sous hotte à flux laminaire horizontale en 

fraction de 20 ml dans des boites de Pétri stériles pour la phase d’établissement de la culture. 

Des boutures herbacées de 10 à 15 cm des cinq génotypes étudiés sont prélevées à partir 

des pieds-mères à l’aide d’un ciseau stérile, sont mises après dans un sachet en plastique 

transparent. 

Pour l'établissement de la culture in vitro, ces boutures herbacées (figure10) sont rincées 

pendant 5 minutes à l'eau courante. Découpés en portions de 3 à 4 cm, mises dans des bocaux, 

lavés avec de l'eau distillée contenant deux gouttes de Tween 20 et de l’eau javel (12°) 

pendant 5 minutes, lavés trois fois avec de l’eau distillée pendant 15 min et trempés dans de 

l'eau distillée stérile pendant 30 min.  
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Figure 10. Désinfection du matériel végétal : (A) Prélèvement de pousses, (B) Mise en sachet, (C) 

Feuilles découpées à environ 3 mm du pétiole, (D) Lavage des pousses, (E) Pousses immergées dans 

de l’eau distillée stérile, (F) Désinfection des pousses sous hotte à flux laminaire horizontale. 

Les portions de tiges ont été désinfectées sous hotte à flux laminaire horizontale avec du 

chlorure de mercure (HgCl2) à raison de 0,667g l-1 (Rugini, 1984) pendant 3 min suivie de 

cinq rinçages avec de l'eau distillée stérile pendant 15 minutes. 

1.2.3.2. Phase de multiplication et élongation 

Au bout de 30 jours, les explants ayant survécu à la phase d’établissement de la culture 

sont maintenus dans les mêmes conditions de culture mais transférés dans des flacons en verre 

de 250 ml contenant 50 ml des milieux de culture correspondant à raison de 5 explants par 

flacon. Ces milieux sont soit additionné aux  hormones de croissance correspondants ou non 

(figure 11). Les mêmes milieux de la phase de multiplication ont été testés pour la phase 

d’élongation pendant 30 jours 
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Figure 11. Multiplication des pousses :  (A) Explants débourrés après 30j de culture, 

                                                                          (B) Subculture contenant cinq explants débourrés.  

 

1.2.3.3. Phase d’enracinement 

Des vitro-plants en phase d’élongation  provenant des explants cultivés pendant au 

moins trois mois de culture sur MSM supplémenté avec 9,2 μM de ZEA ont été excisés 

individuellement et utilisées pour l'enracinement in vitro. En effet, des pousses individuelles 

ont été excisées ainsi que l’élimination des deux feuilles basales, ont été mises dans des tubes 

à essais contenant 20 ml de milieu de culture ½  MSM,  20 g l-1 de saccharose et 2,7 ; 5,4 ; 

10,7 ou 21,5 μM de l'Acide 1-Naphtalène Acétique (ANA) ou l'Acide Indole-3-Butyrique 

(AIB) à 2,4 ; 4,8 ; 9,8 ou 19,7 μM stérilisés de la même manière que celle de la phase 

d’élongation pendant cinq jours dans l'obscurité (Rugini et al., 1987), puis transféré à la 

lumière sur le même milieu complété par 2,3 μM de ZEA (Rugini et Baldoni, 2005). Les 

explants ont été cultivés dans des tubes à essais et incubés dans les mêmes conditions décrites 

ci-dessus 

La phase d’enracinement est une étape de culture qui permet l’initiation et le 

développement des racines sur les pousses nouvellement régénérées. Les milieux de culture 

employés, lors de cette phase, se composent du milieu de base MSM, dilué de moitié, et 

supplémenté des trois régulateurs de croissance suivants : de la ZEA (apportée uniquement à 

la dose de 2,3 μM), de l’AIB et de l’ANA, auxines apportées respectivement aux doses de 

(2.4 ; 4.8 ; 9.8 ; 19.7 µM) et de (2.7 ; 5.4 ; 10.7 ; 21.5 µM).   
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1.2.3. 4. Phase d’acclimatation 

Les vitro-plants enracinés sont acclimatés au minimum deux mois après la phase 

d’enracinement, débarrassés de la gélose, lavés avec de l'eau du robinet et rempotés en pots en 

plastique de 70 x 70 mm contenant un mélange de substrat de 2/3 de tourbe et 1/3 de perlite, 

stérilisé à 180° C pendant 2 heures (figure 12). 

.  

                                    Figure 12. Pré acclimatation et élevage des plantules (phytotron)  

1.2.4. Conditions et suivis des cultures  

Au cours de la phase d’établissement de la culture in vitro, la mise en culture se déroule 

dans des conditions d'asepsie totale sous hotte à flux laminaire horizontale. Tous les 

instruments utilisés sont préalablement stérilisés à sec à 180° C pendant 2 heures. Après 

désinfection de toute la surface de travail à l’alcool 70°, les restes de feuilles sont éliminés et 

les pousses sont découpées en segments de 1 à 1,5 cm contenant deux bourgeons axillaires 

symétriques. Les explants bi-nodaux sont cultivées dans des boîtes de Pétri (90 mm) 

contenant 15 ml des trois milieux de base (figure13). 
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Figure 13. Etablissement de la culture : (A) Deux boutures désinfectées, (B) Dix explants 

contenant chacun deux bourgeons axillaires, (C) Mise en culture des dix explants dans le milieu de 

culture, (D) Dépôt des boîtes de pétri dans la chambre de culture. 

 

Après la mise en place des explants, les boîtes de Pétri sont scellées avec du parafilm 

et déposées dans la chambre de culture à une température de 25 ± 2 °C et à une photopériode 

de 16 heures de lumière et 8 heures d’obscurité. L’éclairage de 60 umol m-²s-1 est fourni par 

des tubes fluorescents de 18 W Osram blanc froid. 

Au bout de 30 jours, les explants débourrés non contaminées sont transférés dans des 

bocaux en verre de 250 ml contenant 50 ml des milieux de culture correspondants à raison de 

5 explants par flacon, maintenus dans les mêmes conditions de culture contrôlées citées 

précédemment (figure 14). 
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Figure 14. Elongation des pousses : (A) Flacon contenant cinq explants débourés,  

 (B) Dépôt des flacons dans la chambre de culture. 

Les pousses à croissance active provenant d'explants cultivés pendant au moins trois 

cycles de multiplication sur MSM additionnés de 9,2 μM de ZEA ont été excisées 90 jours 

après l'initiation de la culture et utilisées pour l'enracinement in vitro. Les individus ont été 

excisés et cultivés sur du milieu MSM dilué de moitié pour les macro-éléments, 20 g l-1 de 

saccharose et d’ANA ou de l’AIB à des  concentrations variables. Les cultures ont été 

incubées dans les mêmes conditions contrôlées décrites précédemment pour l’établissement 

de la  culture. Chaque traitement consistait 20 tubes essais de 20 ml contenant 1 explant 

chacun donnant un total de 20 explants. Durant la phase d’enracinement, la technique utilisée 

pour obtenir un pourcentage d'enracinement satisfaisant comprenait deux étapes : 

- Etape I, les pousses excisées, après  élimination des deux feuilles basales, ont été 

mises dans des tubes contenant 20 ml de milieu de base ½ MSM ensuite incubées à 

l'obscurité pendant cinq jours. Le milieu a été complété ou non d’auxine (ANA et  

AIB).  

 

- Etape II, les pousses sont transférées dans un milieu frais dépourvu d’auxines pour 

favoriser le développement racinaire (Aboussalim et al., 2005), additionné de 2,3 μM 

de ZEA (Rugini et Baldoni, 2005), sous des conditions d'éclairage et de température 

identiques que celles assurées dans les deux phases précédentes de culture 

(établissement et élongation) (figure 15). 
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Figure 15. Preparation des pousses pour l’enracinement des pousses : (A) Pousse avant 

la phase d’enracinement, (B) Mise en tubes des pousses au stade I, (C) Dépôt des tubes au 

stade II dans la chambre de culture. 

Lors de la phase d’acclimatation, le substrat est irrigué avec une solution minérale de 

KNOP, placé durant le premier mois dans une chambre de préacclimatation à une humidité 

relative d’environ 90 % et une température de 24±2°C. Les plantules sont couvertes avec des 

sacs en polyéthylène transparents pour maintenir la température et l'humidité élevée. Après 30 

jours les plantules sont  transférées en serre d’acclimatation et celles qui ont développées des 

nouvelles pousses, sont soumises à une réduction progressive de l'humidité. Après 30 jours, 

les plantules sont exposées aux conditions normales de température et d’humidité et 

transférées par la suite dans des conteneurs de 5 Kg pour élevage (figure16). 
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Figure 16. Acclimatation des plantules après 1 mois 

 

1.2.5. Expressions des résultats et analyse des données 

Les expériences ont été réalisées dans un dispositif en randomisation totale, les données 

ont été évaluées par une analyse de variance. Les différences au sein et entre les traitements 

ont été estimées par une analyse de la moyenne de séparation, en utilisant le test de différence 

le moins significatif (LSD) avec un risque de niveau de signification de 0,05 %. Chaque 

traitement se compose de 100 explants uniformes également répartis en 10 boîtes de Pétri.  

Le pourcentage des réponses des explants dans la phase d’établissement de la culture a 

été sensiblement évalué pour étudier l'effet des différents milieux sur le taux de débourrement 

des bourgeons. 

Pour déterminer le nombre moyen de pousses axillaires ainsi que leur longueur, les 

sections nodales nécrotiques ou contaminées n'ont pas été prises en compte. En tout 20 

explants uniformes ont été sélectionnés pour chaque traitement (5 flacons, contenant chacun 4 

explants) pour l'analyse statistique des paramètres suivants : taux  des explants ayant produit 

des pousses, longueur moyenne de pousses nouvellement régénérées exprimée en cm, nombre 

moyen de pousses régénérées par explant  et le nombre moyen de feuilles par pousse. 
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L’aptitude à l’enracinement de nos pousses a été évaluée après un mois du transfert sur 

les milieux dits d'enracinement. Les paramètres évalués au cours de cette phase sont : le 

pourcentage d'enracinement, la longueur moyenne des racines  et le nombre moyen de racines 

par pousse.   

Le pourcentage de plantes acclimatées avec succès a également été enregistré à un mois 

après rempotage dans le substrat d’acclimatation. Avant l'analyse, les données en 

pourcentage, ont été transformées en arc sin-racine carrée. 

Analyses statistiques 

Les effets des différents traitements sont étudiés par l'analyse de la variance (α  = 5 %), 

suivie par un test de comparaison des moyennes (test LSD 5 %). Les analyses sont réalisées à 

l’aide du logiciel STATISTICA version 6. Dans toutes les expériences, différentes lettres 

indiquent des différences significatives (P ≥ 0,05). 
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 2. Analyse Moléculaire 

2.1. Objectif du travail 

Cette présente étude vise à évaluer la stabilité génétique du matériel multiplié par 

culture in vitro  de deux sous espèces d’olivier (Olea europeae L.) à savoir : la subsp 

laperinei (avec deux sous espèce, une diploïde et l’autre triploïde) et la subsp sativa (avec les 

variétés cultivées : Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma) avec l’emploi des 

marqueurs dominants, Inter Simple Sequence Repeat (ISSRs)  et la technique de la 

cytométrie. Comme elle vise à évaluer le niveau de ploïdie chez les pieds-mères de l’olivier 

de Laperrine (Olea europaea subsp laperrinei) avec l’emploi des marqueurs co-dominants, 

Simple Sequence Repeat (SSRs). 

Nos  études ont été réalisées dans les laboratoires IBBR de CNR, Palerme d’Italie sous 

la direction du Dr Francesco Carimi, Dr Angela Carra et Dr  Francesco Merkati.  

2.2. Evaluation de la stabilité génétique des vitro-plants  

2.2.1. Utilisation des marqueurs ISSRs 

Pour étudier l'ADN de ce matériel végétal olivier, un total de dix amorces ont été 

choisis comme marqueurs ISSRs afin d’évaluer la stabilité génétique du matériel régénéré in 

vitro (tableau 5).Tout les vitro-plants des cultivars Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de 

Guelma acclimatées ont été analysés au niveau génétique pour exclure les variations possibles 

dans le rajeunissement in vitro. Au total, 12 plants et 4 plantes mère adultes à partir de 

laquelle les microboutures ont été régénérées ont été testés. L'ADN génomique total a été 

extrait à partir de 0,1 g de feuilles fraîches de différents génotypes d’olivier suivant la 

méthode de Bromure de Cétyl-Triméthyl-Ammonium (CTAB) (Doyle et Doyle, 1987), 

largement utilisée sur l’espèce olivier ainsi des échantillons de feuilles de dite variétés  ont été 

prélevés comme cités au-dessus.  

2.2.1.1 L'extraction d'ADN et purification 

La méthode d'extraction est basée sur le protocole de Doyle et Doyle (1987) modifié, 

par le laboratoire en question. Des échantillons de jeunes feuilles (figure17) ont été récoltés. 

Postérieurement, les feuilles furent transportées au laboratoire de biologie moléculaire (IBBR 

Palermo) dans des sacs en plastique scellés hermétiquement pour effectuer l'extraction de 

l'ADN sur un matériel frais. Ainsi, l'ADN génomique total a été extrait à partir de 0,1 g de 

feuilles fraîches des cinq génotypes (ChemlaL, Sigoise, Ferkani, Blanquette de Guelma et 
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l’Olive de Laperrine) suivant la méthode de Bromure de Cétyl-Triméthyl-Ammonium 

(CTAB) de Doyle et Doyle (1987) modifié, largement utilisée sur l’olivier par le laboratoire 

IBBR de Palerme.  
 

 

Figure 17. Préparation et broyage des feuilles d’olivier en vue d’extraction de l’ADN total 

 

L’extraction de l’ADN a été réalisée à partir de 0,1 g de feuilles fraîches, finement 

découpées puis broyées en présence de l’azote liquide (-196 °C). La poudre obtenue est 

transférée dans un tube Eppendorf de 2 ml. On y ajoute 700 µl de tampon d'extraction 

composé de CTAB à 2 % (d'hexadé Cyltrimé Thyl-Ammonium Bromure, Sigma H-5882), de 

1,4 M NaCl, de 20 mM d’EDTA, de 100 Mm de Tris-HCl pH 8 et de 0,2 % de                        

β-mercaptoéthanol qu’on additionne après un préchauffage à 60 °C. Les tubes sont ensuite 

incubés dans un bain Marie à 60°C pendant 40 min. Après refroidissement, le broyat est 

soumis à un traitement de déprotéinisation (deux lavages avec un volume (v/v) de 

chloroforme/alcool-isoamylique (24/1)) qui permet la neutralisation ou l’élimination, par le 
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chloroforme, de toutes traces de phénol naturellement présent dans les feuilles. Chaque étape 

de lavage est suivie d’une centrifugation à 6 000 rpm pendant 15 min à température ambiante. 

Dans le tube où le dernier surnageant est récupéré, deux volumes d’éthanol pur froid (-20°C) 

sont additionnés puis incubé à -20°C pendant 30 min ou toute la nuit. Deux centrifugations à 

10 000 rpm, pendant 15 min à 4°C, permet d'obtenir un culot d'acides nucléiques qu'on lave 

dans 500 µl d'éthanol  à 70%. Une autre centrifugation à 13 000 rpm pendant 5 min à 4°C, 

puis séché sous hotte. Après séchage, le culot est ré-suspendu dans 100 µl d’eau et laissé toute 

une nuit à 4 °C. Enfin on y ajoute à l'extrait 2 μl d’ARNase (10 mg/ml) (Roche Diagnostics, 

Germany) afin d'éliminer les ARNs contaminants (2 heures à température ambiante). Les 

extraits peuvent être stockés à - 20 °C. 

 

2.2.1.2. Quantification et la visualisation de l'ADN extraite. 

La détermination de la quantité d'ADN/échantillon, a été quantifiée en mesurant 

l'absorbance à 260 et 280 nm et le rapport 260/280, avec un spectrophotomètre Nanodrop 

(ND1000, Thermo Scientifc). L'ADN des échantillons ont été soumis à une électrophorèse 

dans un tampon 1 x TBE pendant 4 heure à 80 V, 5 ul de l'ADN génomique isolé a été chargé 

sur un gel d'agarose à 1 % coloré au bromure d'éthidium avec de l'ADN pour vérifier la 

qualité sur une lumière UV transilluminateur (BioRad-Segrate, Milan, Italie) ajusté à un 

système d'analyse d'image (Quantity One) (Hormaza, 2002) (figure 18). 

 

Figure. 18 Evaluation qualitative de l'ADN des échantillons de la varieté Chemlal (CH) sur 

gel agarose à 1 %, pieds-mer (MP) et ses  régénérées (PS1, PS2, PS3).  
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2.2.1.3. Amplification par PCR (Polymerase Chain Reaction) de l’ADN de l’olivier  

Le mélange réactionnel ainsi que la réaction PCR doivent être en fonction de chaque 

technique moléculaire, adaptés à l’espèce végétale. Dans le cas de nos échantillons d’olivier 

nous avons appliqué celle décrite par (Baysal et al., 2011).  

a. Mise au point de la réaction PCR/ISSRs 

Cette technique est basée sur la réaction PCR qui utilise des amorces à simple séquence 

répétée. 

b. Mélange réactionnel 

La composition de ce mélange est celle décrite par Baysal et al. (2011). Le volume final 

nécessaire pour la réaction PCR est fixé à 15  ou 25  μl composé de : 

- 2,5 μl de tampon 10X  

- 2,5 μl de MgCl2 (1,5 mM) 

- 2,5 μl de dNTPs (mélange à 200 μM des 4 désoxynucléotides)  

- 2,5 μl d’une Taq polymérase ADN thermostable (1U)  

- 2,5 μl de chaque amorce 100 mM  

- 2,5 μl d’ADN extrait  (50 ng/μl) 

À noter que la réaction PCR pour amplifier l’ADN de l’olivier extrait est menée dans un 

volume de 25 ul  complété par de l’eau distillé pure. 

c. Amplification d’ADN de l’olivier 

 Les tests de réaction PCR, utilisant certaines amorces ISSRs, ont été conduits 

fidèlement selon le programme du cycle thermique (Baysal et al., 2011) suivant : 

1- 5 min  de dénaturation initiale  à 94°C 

2- Dénaturation de l’ADN à 94°C pendant 1min  

3- Hybridation des amorces sur la matrice pendant 1 min  à une température  spécifique  

(Ta)  (cette température peut varier selon la taille et la teneur en GC des amorces)  

4- Extension de l’amorce pendant 2 min à 72°C 

5- Cycle à partir de l’étape 2 pendant 35 fois 

6- Elongation finale pendant 7 min à 72°C. 

L'amplification par PCR a été réalisée dans un thermocycleur (Eppendorf Master cycler Pro 

S) 
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2.2.1.4. Électrophorèse 

Les produits d'amplification ont été électrophorèsés sur gel d'agarose 1,5 % migrant 

dans des gels d’agarose en fonction de la taille des fragments, les acides nucléiques sont 

visualisés grâce à l’ajout dans l’agarose fondu de de GelRed (10 µl/100 ml gel), un intercalant 

qui fluoresce aux UV fondu dans du TBE, laisser courir les échantillons déposés sur le gel qui 

sont au préalable mélangés à 2 ul d’un bleu de charge (bleu de bromophénol 0,25 %, xylène 

cyanol 0,25 %, glycérol 30 % et EDTA 50 mmol/l) environ 25 μl du produit de la réaction a 

été chargé sur les puits de gels, la migration s’effectue dans des bacs d’électrophorèse 

contenant du TBE 0,5 X à environ 110 V pendant  4h. Un marqueur de poids moléculaire est 

également déposé pour estimer la taille des fragments (1kb DNA ladder)  (Qiagen). 

2.2.1.5. Analyses moléculaires (ISSRs) 

Un total de dix amorces ISSRs (Inter Simple Sequence Repeat) (tableau 5) ont été 

utilisés pour l'évaluation de la stabilité génétique des plants d’olivier micro propagées in vitro, 

des échantillons de feuilles de l’olive de Laperrine et des variétés autochtones Chemlal, 

Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma ont été prélevés comme cités au-dessus. La 

technique ISSR basée sur la réaction PCR, utilise des amorces à simple séquence répétée pour 

amplifier les régions ou nucléotides présents dans les espaces inter-microsatellites 

(Zietkiewicz et al., 1994 ; Kahl, 2001). 

Les réactions d'amplification multiplexes ont été effectuées dans 25 μl de mélange 

réactionnel d'un volume final comme décrit par Baysalet al. (2011). Les amplifiants PCR ont 

été réalisées avec un thermo-cycleur Gene Amp 2700 (Applied Biosystems) à des 

températures de réduction différentes (Ta) (tableau 5).  

Les réactions de PCR ont été réalisées dans des volumes réactionnels de 25 μl contenant 

50 ng d'ADN génomique. Les réactions ont été réalisées selon le protocole cité  

précédemment. Les produits d'amplification ont été vérifiés et quantifiés par électrophorèse 

sur gel d'agarose (1,5 %) à faible échelle d'ADN de masse (Invitrogen).  

Par la suite, les fragments d’ADN ont été séparés par électrophorèse capillaire et 

analysé par l’Analyseur génétique, Applied Biosystems (ABI PRISM 3500). Les 

électrophérogrammes ont été vérifiés visuellement en utilisant la version Gene Mapper 4.1 

analyse software. L’amplification par ISSRs a été répétée trois fois afin de vérifier son 

reproductibilité. 
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Le mélange réactionnel ainsi que la réaction PCR doivent être en fonction de chaque 

technique moléculaire, adaptés à l’espèce végétale. Dans le cas de nos échantillons d’olivier 

nous avons appliqué celle décrite par (Baysal et al., 2011).  

Tableau 5. ISSRs utilisés pour l'évaluation de la fidélité génétique des vitro-plants  de l’olive 

de  Laperrine  

 

Marqueurs ISSRs utilisés Sequence Température de recuit (Ta ) 

ENEA12 CCAT(GT)7 52 

ENEA13 GCA(AC)7 52 

ENEA14 GGG(AC)7 54 

ENEA21 GG (GA)8 54 

ENEA34 CC (ACC)6 56 

ENEA45 AA(CT)8 52 

ENEA47 AG(CA)8 52 

ISSR1-6 RG (CA)8 52 

   ISSR2+2b YG (AC)8 52 

      ISSR10+10b RY (TCC)5 56 

 

2.2.1.6 Analyse statistique des résultats de l’amplification 

Les amplifies de la PCR à partir de chaque amorce étaient représentés en bandes (1) 

pour les présents et (0) pour les absents. Seuls les groupes qui ont été systématiquement 

amplifiés ont été considérés, les bandes barbouillés et faibles ont été écartés de l'analyse. 

Enfin, les distances génétiques appariées entre les génotypes analysés ont été estimés en 

utilisant le coefficient de Nei  et al (1983). 

L'analyse typologique a été réalisé selon UPGMA (méthode non pondérée Pair-Groupe 

avec Moyennes arithmétiques) Algorithme, un dendrogramme a été généré en utilisant le 

programme Power Marker v. 3.25 (Liu et Muse, 2005). Un arbre de consensus a été cré au 

format nexus pour la visualisation à Mesquite (Maddison et Maddison, 2011), en soutenant 

les nœuds par l'analyse de boot strap (1000 répliques). 

2.2.2. Utilisation de la Cytométrie 

La cytométrie en flux (FCM) a été utilisée pour évaluer la stabilité de la ploïdie 

pendant la régénération des plantes, les suspensions nucléaires obtenues à partir de matières 

végétales fraîches ont été analysées par FCM (tableau 6). 
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Tableau 6. Evaluation de la stabilité génétique du processus de régénération                           

d’ O. europaea   L. en utilisant la cytométrie en flux. 

Variétés 

 

Code des régénérées Pieds mères 

Blanquette de Guelma 

 

BG GBPM5  

1 

2 

3 

4 

PS1 

PS2 

PS3 

PS4 

 

Sigoise 

 

SG  GSPM 1 

1 

2 

PS1 

PS2 

 

Chemlal 

 

CH CH-  MP 2 

1 

2 

3 

PS1 

PS2 

PS3 

 

 

Ferkani 

 

FK FK–PM 1 

1 

2 

3 

PS1 

PS2 

PS3 

 

Olive de Laperrine 

 

P PM 

1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

P1 

P2 

P3 

P4 

P5 

P6 

P7 

P8 

P9 

P10 

P11 

PM- P1 

PM-P2 

PM-P3 

PM-P4 

PM-P5 

PM-P6 

PM-P7 

PM-P8 

PM-P9 

PM-P10 

PM-P11 

Les niveaux de ploïdies ont été vérifiés en comparant les teneurs en ADN de la plante 

mère et les régénérées. Un total de vingt trois régénérées (11 olive de Laperrine, 4 Blanquette 

de Guelma, 3 Chemlal, 3 Ferkani et 2 Sigoise), ont été analysés et il a été possible d'isoler une 

bonne quantité de noyaux de tous les échantillons testés. 

L'analyse a été effectuée avec le cytomètre de flux Partec PAS (Partec, 

http://www.partec.de/), équipé d'une lampe à mercure HBO 100-W et d'un miroir dichroïque 

(TK420). 
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Environ 50 mg de matière foliaire ont été hachés, dans des tampons d'extraction de 

noyaux de 400 μl (solution Partiec CyStain® UV Precise P, 250 tests) pendant 30 à 60 s. La 

suspension de noyaux a ensuite été filtrée à travers un filtre jetable de nylon de 30 μm Cell-

Trics Partec, on a ajouté 1,4 ml de solution de coloration contenant le colorant 4,6-diamidino-

2-phénylindole. Sur une base régulière, 3 000 à 4 000 noyaux ont été mesurés par échantillon 

et des histogrammes de contenu d'ADN ont été générés à l'aide du logiciel Partec (FloMax®) 

(figure19). 

   

Figure 19. Processus de l’analyse cytométrique des pieds-mères et leurs progenés de l’olivier  

suivant : (A) Découpage des échantillons de feuilles fraîche d’olivier, (B) 50 mg de feuilles hachées,dans 

400 μl tampons d'extraction de noyaux (solution  Partec  CyStain® UV Precise P,250 tests) pendant 30 

 à 60 s, (C) Filtration de la  suspension de noyaux (30 μm Cell-Trics Partec),ajouté 1,4 ml de  colorant 

 (4,6-diamidino-2-phénylindole), (D)  Histogrammes de mesure d'ADN générés à l'aide du logiciel 

 Partec (FloMax®). 
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2.3. Evaluation du niveau de ploïdie chez les pieds mère de l’olivier de Laperrine (Olea 

europaea subsp laperrinei) 

Pour étudier l'ADN de ce matériel végétal 12 Co-dominants Simple Répétition de 

Séquence (SSRs) choisi parmi ceux rapportés dans la littérature (tableau 7) : quatre SSRs 

(GAPU47, GAPU59, GAPU71A et GAPU71B) cités par Carriero et al. (2002), l'un 

(UDO03) rapporté par Cipriani et al. (2002), et sept (DCA3, DCA5, DCA7, DCA11, 

DCA13, DCA15 et DCA18) par Sefc et al. (2000), ont été utilisés pour l'évaluation du niveau 

de ploïdie, Des échantillons de feuilles d’olivier de Laperrine prélevés à partir de trois plantes 

mères auto-enracinées (34 V13P1, 38-V14P2, 42-V15P3) obtenus par multiplication sous 

Mist-système. En effet, des échantillons de feuilles de l’olive de Laperrine ont été prélevés 

comme suit: 

2.3.1. Extraction de l’ADN total 

L'ADN génomique total a été extrait à partir de 0,1g de feuilles fraîches de l’olive de 

Laperrine suivant la méthode de Bromure de Cétyl-Triméthyl-Ammonium (CTAB) Doyle et 

Doyle (1987) modifié, au niveau du laboratoire IBBR de Palerme comme cité précédemment. 

2.3.2. Evaluation de la qualité et de la quantité d’ADN  

La qualité d’ADN extrait a été d’abord vérifiée sur gel d’agarose (1 à 1,5%) puis, par 

mesure de la densité optique (Do) pour (230/260 et 260/280). Sa concentration a été vérifiée 

par NanoDrop spectrophotomètre (Thermo Scientific-Waltham, Massachusetts). Comme déjà 

cité dans la partie  évaluation de la confirmité génétique  

2.3.3. Analyses moléculaires (nuSSRs) 

Un nombre total de 12 co-dominants Simple Répétition de Séquence (SSRs) choisi 

parmi ceux rapportés dans la littérature (tableau 7): quatre SSRs (GAPU47, GAPU59, 

GAPU71A et GAPU71B) cités par Carriero et al. (2002), l'un (UDO03) rapporté par 

Cipriani et al. (2002), et sept (DCA3, DCA5, DCA7, DCA11, DCA13, DCA15 et DCA18) 

par Sefcet al. (2000), ont été utilisés pour l'évaluation du niveau de ploïdie (tableau7). Les 

réactions d'amplification multiplexes ont été effectuées dans 15 μl de mélange réactionnel 

d'un volume final comme décrit par Carimi et al. (2011). 

 

Le programme utilisé pour amplifier l’ADN des  trois, échantillons de pieds-mères de 

l’olive de Laperrine (en simple et en multiplex) est le suivant : 
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1) 5min de dénaturation initiale  à 94°C ; 

2)  Dénaturation de l’ADN à 94°C pendant 30s ; 

3) Hybridation des amorces sur la matrice pendant 1 min et 30 s à une température  

spécifique  (Ta)  (cette température peut varier selon la taille et la teneur en GC des 

amorces) ; 

4) Extension de l’amorce pendant 1min à 72°C ; 

5) Cycle à partir de l’étape 2 pendant 40 fois ; 

6) Elongation finale pendant 5 min à 72°C. 

 

Les amplifiants PCR ont été réalisées avec un thermocycleur Gene Amp 2 700 (Applied 

Biosystems) à des températures de réduction différentes (Ta) (Table 11), en fonction des 

couples d'amorces. L'une de chaque paire a été marquée par fluorescence (FAM, JOE ou 

TAMRA). Les réactions de PCR ont été réalisées dans des volumes réactionnels de 15 μl 

contenant 20 ng d'ADN génomique et 0,2 mM chacune des amorces directe et inverse, dans 

un multiplex 2 x Qiagen Master Mix (Qiagen GmbH, Hilden, Allemagne). Les réactions ont 

été réalisées selon le protocole cité précédemment. Les produits d'amplification ont été 

vérifiés et quantifiés par électrophorèse sur gel d'agarose (2,5 %) à faible échelle d'ADN de 

masse (Invitrogen). 

 

Par la suite, les fragments d’ADN ont été séparés par électrophorèse capillaire et 

analysé par l’Analyseur génétique, Applied Biosystems (ABI PRISM 3 500). Les 

électrophérogrammes ont été vérifiées visuellement en utilisant la version Gene Mapper 4.1 

analyse software. L’amplification par SSRs a été répétée deux fois afin de vérifier son 

reproductibilité. 
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Tableau7. Différents marqueurs nucléotides (NuSSRs) utilisés. 

 

 

Marqueurs Type Forward (5’-3’) Reverse (5’-3’) Reference 

DCA03 nuSSR CCCAAGCGGAGGTG

TATATTGTTAC 

 

TGCTTTTGTCGTGTT

TGAGATGTTG 

Sefc et al., 2000 

DCA05 nuSSR AACAAATCCCATAC

GAACTGCC 

 

CGTGTTGCTGTGAA

GAAAATCG 

Sefc et al., 2000 

DCA7 nuSSR GGACATAAAACATA

GAGTGCTGGGG 

 

AGGGTAGTCCAACT

GCTAATAGACG 

Sefc et al., 2000 

DCA11 nuSSR GATCAAACTACTGCA

CGAGAGAG 

 

TTGTCTCAGTGAAC

CCTTAAACC 

Sefc et al., 2000 

DCA13 nuSSR GATCAGATTAATGA

AGATTTGGG 

 

AACTGAACCTGTGT

ATCTTGCATCC 

Sefc et al., 2000 

DCA15 nuSSR GATCTTGTCTGTATA

TCCACAC 

 

TATACCTTTTCCAT

CTTGACGC 

Sefc et al., 2000 

DCA18 nuSSR AAGAAAGAAAAAGG

CAGAATTAAGC 

 

GTTTTCGTCTCTCTA

CATAAGTGAC 

Sefc et al., 2000 

GAPU47 nuSSR GATCAGCTTAGTCTC

ATATTCTCTCTC 

 

CCTCGACTGATTTA

CACACCA 
Carriero et al., 

2002 

GAPU59 nuSSR CCCTGCTTTGGTCTT

GCTAA 

 

CAAAGGTGCACTTT

CTCTCG 

Carriero et al., 

2002 

GAPU71A nuSSR GATCATTTAAAATAT

TAGAGAGAGAGA 

 

TCCATCCATGCTGA

ACTT 

Carriero et al., 

2002 

GAPU71B nuSSR GATCAAAGGAAGAA

GGGGATAAA 

 

ACAACAAATCCGTA

CGCTTG 

Carriero et al., 

2002 

UDO043 nuSSR TCGGCTTTACAACCC

ATT 

 

TGCCAATTATGGGG

CTAACT 

Carriero et al., 

2002 
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IV. RESULTATS 

1. Microbouturage 

L’objectif visé par la présente partie de l’étude, est de parvenir à élaborer un protocole 

expérimental efficient de régénération in vitro via le microbouturage, de plusieurs variétés 

autochtones d’olivier (Olea europaea L.) appartenant à deux sous espèces : la subsp sativa 

(Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma) et la subsp laperinei (diploïde et 

triploïde).Toutes les variétés testées sont connues comme étant récalcitrantes à la régénération 

par microbouturage.  

Le microbouturage a été réalisé en utilisant des segments de nœuds comme explants. 

Ils sont récoltés à partir des pieds-mères (voir chapitre : matériels et méthodes). 

Les facteurs qui influencent le microbouturage sont très nombreux. Lors de cette 

étude, deux  principaux facteurs, liés au milieu de culture et connus pour leurs influences sur 

le micro-bouturage de l’olivier, ont été testés. Il s’agit notamment de la composition 

hormonale des milieux de culture (au cours des phases de multiplication et d’enracinement) et 

la composition minérale des milieux (appelés communément milieux de base). Pour les 

régulateurs de croissance testés, nous avons modulés surtout la nature et la concentration des 

cytokinines dans les milieux, notamment : la Zéatine (ZEA), 6-benzyladénine (BA), la 

Kinétine (KN) (6-furfuryl-aminopurine), et le Thidiazuron (TDZ). Quant aux milieux de base, 

ce sont les milieux de MS (Murashige et Skoog, 1962), de OM (Rugini, 1984) et de  MSM 

(Leva et al., 1995). 

Lors de cette étude, le facteur génotypique, facteur lié à la plante et connu aussi pour 

son influence sur le microbouturage, a été également testé.  En tout, 4 variétés autochtones 

cultivées et deux génotypes de Laperrine (diploïdes et triploïdes) feront l’objet de ses tests.  

La démarche scientifique que nous avons adoptée, lors de cette étude, est 

d’entreprendre d’abord, des essais préliminaires, sur les effets de la composition hormonale et 

les milieux de base, en se servant d’une variété modèle « la variété Chemlal» appartenant à 

l’espèce (Olea europaea L.), connue pour ses bonnes potentialités agronomiques et son 

importance socio-économique. Puis, partant des résultats des essais préliminaires, les milieux 

dont la composition minérale et hormonale se révélant très favorables au microbouturage de 

la variété Chemlal, seront testés, à leur tour, sur les trois autres variétés autochtones et sur 

l’olive de Laperrine.  
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1.1. Résultats des essais préliminaires conduits avec la variété Chemlal 

Cette variété est connue pour ses bonnes performances agronomiques et son 

importance socio-économique en Algérie. Seule, elle occupe plus de 40 % du patrimoine 

oléicole national et produit des huiles d’excellente qualité (Mendil et Sebai, 2006). 

Cependant, cette variété présente quelques inconvénients, elle est réputée comme étant très 

rétive aux techniques de culture in vitro et même aux techniques de multiplication classique 

(Caballero, 1983 ; Mendil et Sebai, 2006 ; Khelifi et al., 2007 ; Haddad, 2009). 

Les essais préliminaires visent comme objectif l’évaluation de l’impact que peut avoir 

la variation de la composition hormonale (en qualité et en quantité)  ainsi que les milieux de 

base sur l’amélioration et l’optimisation des principales phases de culture à savoir : la phase 

d’initiation et d’établissement, la phase de multiplication  et la phase d’enracinement.  

1.1.1     Phase d’établissement de la culture et de multiplication  

C’est la phase la plus critique de la micropropagation au cours de laquelle les cultures 

doivent surmonter un certain nombre de problèmes, la contamination fongique et bactérienne 

(CIDES, 1999), l’oxydation des explants et accumulation de composés phénolique (Cañas et 

al., 1992 ; Roussos et Pontikis, 2001). 

Au total, 100 microboutures par traitementont été mises sur les différents milieux testés. 

Ces milieux de culture diffèrent à la fois par leur composition minérale de base  et aussi par 

leur composition hormonale. Plusieurs milieux de culture, issus de la combinaison entre trois 

milieux de base (MS, MSM et OM) et quatre cytokinines (Zéatine, Benzyladénine, Kinétine 

et Thidiazuron) apportées à diverses doses,  ont été testés. 

Après 5 jours de leur ensemencement sur les différents milieux de culture, les 

bourgeons axillaires ont commencé à débourrer. Aucune contamination, qu’elle soit d’origine 

bactérienne ou fongique n’a été observée durant cette phase. 

1.1.1.1 Taux de débourrement des explants 

Le débourrement est le moment de l’épanoussement des bourgeons, c’est à dire, le 

moment où les écailles protectrices qui recouvrent le bourgeon s'écartent, laissant apparaître 

la bourre. C’est une étape clé, qui marque la fin de la dormance des bourgeons et le début de 

l’apparition de feuilles et la  croissance des rameaux et des feuilles  (Margara, 1989).  
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Le premier paramètre que nous avons évalué, lors de cette étude, est le taux de 

débourrement des explants (microboutures) obtenu, selon la composition hormonale et 

minérale des différents milieux testés. D’après nos observations, les premiers débourrements 

des bourgeons apparaissent, souvent, après cinq jours de la mise en culture des explants sur 

milieux d’induction.  

Les résultats obtenus, représentés dans le tableau 8, montrent que le taux de 

débourrement des explants varie en fonction de la composition hormonale et minérale des 

milieux d’induction testés. Aussi, pour un même milieu, ce taux varie en fonction du temps 

autrement dit de la durée d’exposition des explants sur milieu de culture.  

En effet, les milieux d’induction testés ont significativement affecté le débourrement 

(p= 0,000000* ; annexe 1) (figure 20). Ce sont surtout les milieux MSM, MS et OM, enrichis 

de 9.2 et de 18,4 µM de ZEA qui se montrent les plus favorables au débourrement avec, 

respectivement des taux de l’ordre de 100 % et 95 % (tableau 8). Les milieux pourvus de BA, 

aux doses de 9,2 et de 18,4 µM donnent des taux de débourrement appréciables avoisinant les 

90 %. 

Nous avons constaté aussi que les taux de débourrement varient en fonction de la 

concentration des cytokinines (KN, ZEA, BA et TDZ) appliquées. Plus les concentrations des 

milieux augmentent plus les taux de débourrement augmentent. Parfois, l’usage de fortes 

doses, comme c’est le cas du TDZ, peuvent avoir des effets défavorables sur le débourrement 

(tableau 8). 

Lors de cette expérience, en analysant l’effet interaction entre les milieux de base et les 

régulateurs de croissance, ce sont les milieux MSM combinés aux concentrations de 9.2 et  

18.4 µM de ZEA, qui ont donnés les meilleurs taux de débourrement, suivi des milieux MSM 

contenant de la BA aux concentrations de 9.2 et 18.4 µM. 
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Figure 20. Aspect des explants de la variété Chemlal : (A) Au moment de la mise en culture, 

(B) Après 1 mois de culture, sur milieu MSM enrichi de 9.2 μM de ZEA. 

 

1.1.1.2. Phase de multiplication 

Après une durée d’exposition d’un mois sur les milieux dits « d’induction et de 

débourrement » (ou la phase d’établissement de la culture), les explants ayant débourré sont 

transférés sur des milieux de culture frais, de même composition hormonale que les milieux 

initiaux, pour permettre aux bourgeons de poursuivre leur développement et assurer 

l’élongation des pousses. Les explants sont répartis sur les différents milieux de culture à 

raison de vingt explants par traitement. Deux subcultures ont été effectuées soit une par mois.  

Les principaux paramètres mesurés sont : le taux des explants ayant produit des 

pousses, la longueur moyenne de pousses nouvellement régénérées exprimée en cm, le 

nombre moyen de pousses régénérées par explant  et le nombre moyen de feuilles par pousse. 

L'effet de chaque traitement, sur ces paramètres, a été évalué après 3 mois de culture.  

Les trois premiers paramètres nous ont permis de calculer l’efficacité de l'élongation des 

pousses afin d'évaluer la performance de croissance de la variété Chemlal cultivée sous 

conditions in vitro. L’efficacité de l'élongation des pousses (Shoot Elongation Efficiency, 

SEE) a été décrite par Carra et al. (2012). Ce paramètre représente la longueur totale 

moyenne, exprimée en centimètre, de la masse végétative produite in vitro à partir d'un 

explant, calculé selon la formule suivante : 

A B 
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Les résultats de la multiplication in vitro dans nos conditions varient selon la composition 

minérale et hormonale des milieux de culture testés, à l'exception du témoin (milieu sans 

hormone). Les bourgeons ayant débourré, commencent ensuite une étape de croissance. En 

effet, les jeunes feuilles qui étaient, presque sous formes d’ébauches, commencent par 

s’allonger lentement (tableau 8). On a assisté d’abord à une augmentation de la taille des 

jeunes feuilles suivie par un allongement des deux pousses issues des bourgeons axillaires. 

D’après les résultats du tableau 8, la composition minérale ainsi que la composition 

hormonale des milieux, influencent de manière significative (p=0,001579 ; annexe 2) le 

pourcentage  de pousses régénérées. Les réponses varient de 23% (sur milieu MS à 3,49 μM 

de KN) à 83% (sur milieu MSM à 18,4 μM de ZEA). On a constaté que l’augmentation des 

doses en cytokinines, indépendamment du milieu de culture, a entrainé une augmentation du 

pourcentage de pousses régénérées par explant. 

Pour la longueur moyenne de pousses, les compositions minérales et hormonales ont 

aussi affecté significativement (p=0,000000* ; annexe 3) le processus d’élongation des 

pousses régénérées. Les résultats, présentés dans le tableau 8, révèlent la supériorité du MSM 

additionné de 4,6 ; 9,2 et 18,4 μM de ZEA en donnant des élongations respectives de l’ordre 

de 3,7 ; 3,6 et 3,3 cm. La présence de ZEA favorise toujours l’élongation des pousses, 

comparativement aux autres cytokinines testées et cela quel que soit le milieu de base testé. 

Cependant, nous avons remarqué que l’emploi de doses inférieures au seuil de 4,6 μM de 

ZEA réduit légèrement l’élongation des pousses.  

C’est avec le milieu MS enrichi de 3,49 μM de KN que les plus faibles allongements 

(0.7 cm) ont été enregistrés.  

La composition minérale et hormonale des milieux de culture, n’a pas eu un effet 

significatif (p=0,288776 ; annexe 4) sur le nombre de pousses régénérées par explant (tableau 

8). Généralement, les meilleurs rendements (en termes du nombre de pousses régénérées) ont 

atteint les 2 pousses par explant, dans le milieu MS en présence des quatre cytokinines     

ZEA (18,4 µM), BA (2,3 µM), KN (13,96 µM) et TDZ (1,8 et 3,6 µM). De même, les milieux 

OM et MSM en présence de TDZ (1,8 et 3,6 µM) contre 1,5 pousses par explant dans les 

SEE = (Taux d'explants ayant produit des pousses x Nombre de pousses par explant 

x Longueur moyenne de pousse) /100 
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milieux MS et MSM respectivement supplémentés de TDZ (1,8 µM) et de KN (3,49 µM) 

(tableau 8). 

Le SEE a montré clairement que la ZEA a été très performante sur la multiplication des 

pousses par rapport aux autres cytokinines (figure 21). Les trois meilleurs longueurs 

moyennes (SEE) (4.21 ; 4,1 et 3,95 cm) sont celles obtenus avec les milieux MSM au ZEA 

(apportée aux doses de 9,2 ; 18,4 et 4,6 μM). Le milieu MSM a donné les meilleurs résultats 

de croissance, caractérisé par des explants vigoureux, de pousses ramifiées ainsi que 

l'émergence de nouvelles pousses à la base des explants. Le milieu OM a montré des résultats 

intermédiaires, alors que le milieu MS a induit la plus faible performance d'allongement de 

pousses (tableau 8). 

Par ailleurs, pour le nombre de feuilles par pousse régénérée, les résultats, présentés 

dans le tableau 8, révèlent la supériorité du MSM additionné de ZEA et ce quelque soit sa 

concentration. La composition minérale et hormonale du milieu a influencé fortement le 

processus de production des feuilles des pousses régénérées. Par conséquent, le nombre 

moyen de feuilles a été significativement (p=0,000007 ; annexe 5) plus élevé 5,3 dans le 

milieu MSM additionné de 9,2 μM de ZEA. 

La performance de la ZEA, apportée à 9,2 μM, ne s’est pas traduite uniquement sur le 

taux de reprise des pousses ou sur l’élongation, mais aussi sur le nombre moyen de feuilles 

par pousse. C’est au niveau de ce dernier paramètre où nous avons noté de différences 

notables entre les quatre cytokinines. Généralement, les meilleurs rendements ont atteint chez 

les trois milieux, les 5,3 feuilles par pousse, en présence de 9,2 μM de ZEA contre 2 feuilles 

pour la KN et TDZ (tableau 8).  

On a noté par ailleurs, des différences dans l'aspect physiologique des plantes, le milieu 

OM présente des nœuds très courts et des feuilles de couleur vert clair. Tandis que, celles 

développées sur le milieu MSM présentent de plus grandes feuilles, de couleur plus 

chlorophyllienne et des entre-nœuds plus longs (figure 22). 
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Tableau 8.  Effet de la composition minérale et hormonale sur le débourrement, la 

prolifération et le développement des pousses de la variété Chemlal respectivement après 1 et 

3 mois de culture 

Milieu Cytokinin

es 

(μM) 

Taux de 

débourrement 

Taux des 

explants 

ayant produit 

des pousses 

Longueur 

moyenne de 

pousses 

(cm) 

Nombre 

moyen de 

pousses 

/explant 

Nombre 

moyen de  

feuilles  

/pousse 

Témoin 0 30 ± 1,15o 0±v        //       //      // 

OM ZEA2,3 68 ± 1,15hij 52±1.2J 2.3 ± 0.04e 1.8 ± 0.1a 3.2 ± 0.1c 

ZEA4,6 90 ± 0,58c 65±2.9h 2.7 ± 0.04ab 1.6 ± 0.1 a 4.1 ± 0.2b 

ZEA9,2 95 ± 2,89b 71±0.6cde 2.9 ± 0.1ab 1.9 ± 0.1 a 4.9 ± 0.2a 

ZEA18,4 95± 1,15b 79±0.6b 2.4 ± 0.04cg 1.8 ± 0.1 a 4,0 ± 0,0b 

MS ZEA2,3 67 ± 1,55ij 46±0.6kl 1.3 ± 0.04f 1.9 ± 0.03a 1.6 ± 0.1d 

ZEA4,6 85 ± 0,58d 61±0.6hi 1.7 ± 0.10e 1.9 ± 0.03a 2.2 ± 0.1e 

ZEA9,2 95 ± 2,89b 69±0.6fg 1.9 ± 0.02d 1.9 ± 0.03a 2.6 ± 0.1cd 

ZEA18,4 95 ± 2,89b 73±1.7cde 1.6 ± 0.03e 2.0 ± 0,0 a 2.1 ± 0.1d 

MSM ZEA2,3 75 ± 0,58g  58±0.9i 2.9 ± 0.1ab 1.6 ± 0.1° 4.4 ± 0.2b 

ZEA4,6 95 ± 1,15b 67±0.6gh 3. 7 ± 0.10a 1.8 ± 0.1 a 5.1 ± 0.1a 

ZEA9,2 100 ± 0,0a 74±0.6c 3.6 ± 0.10a 1.7 ± 0.1 a 5.3±0.1a 

ZEA18,4 100 ± 0,0 a 83±0.6a 3.3 ± 0.20a 1.7 ± 0.02a  4.7±0.2ab 

OM BA 2,3 75±1,15g 43±1.7lm 1.4 ± 0.20f 1.8 ± 0.1a 1.8±0.5cd 

BA 4,6 80 ± 1,15ef 49±0.6jk 1.7 ± 0.10e 1.6 ± 0.2 a 2.4±0.2cd 

BA 9,2 90 ± 1,15c 64±2.3hi 2.0 ± 0.03d 1.9 ± 0.1 a 3,0±0,0c 

BA 18,4 85± 2,89d 70±1.2cde 1.6±0.02e 1.7± 0.2 a 3,0±0.1c 

MS BA 2,3 50 ± 0,58n 34±2.1qr 1,4±0.20f 2,0± 0,0 a 1.5±0.2d 

BA 4,6 75 ± 0,58g 45±2.9klm 1.7±0.10e 1.7±0.1 a 2.2±0.2cd 

BA 9,2 90 ± 0,58c 65±2.9h 1.7±0.10e 1.9±0.1 a 2.7±0.1cd 

BA 18,4 85 ± 0,58d 69±1.2fg 1.6±0.02e 1.9±0.2 a 2.1±0.1cd 

MSM BA 2,3 60 ± 1,15k  51±0.6j 1.3±0.03f 1.7±0.1 a 1.7±0.1e 

BA 4,6 85 ± 1,15d 61±0.6hi 1.7±0.10e 1.8±0.2 a 2.2±0.1e 

BA 9,2 90 ± 0,58c  67±0.6gh 2.0±0.02d 1.7±0.2 a 2.6±0.1de 

BA 18,4 90 ± 1,15c  73±0.6cde 1.6±0.02e 1.8±0.1 a 2.1±0.1e 

OM KI3,49 45 ± 1,15l 26±1.2tu 1.0±0.10g 1.9±0.2 a 1.2±0.1e 

KI6,98 65 ± 2,89j 43±1.2lm 1.1±0.10g 1.8±0.1 a 1.3±0.2e 

KI13,96   70 ± 1,15hi 46±1.2kl 1.3±0.03f 1.9±0.1a 1.7±0.2de 

KI27,92 71 ± 0,58kj 49±0.6jk 1.2±0.01f 1.9±0.1a 1.5±0.2e 

MS KI3,49 50 ± 0,58n 23±1.2u 0.7±0.10g 1.9±0.2a 1.1±0.1e 

KI6,98 60 ± 0,58k 42±1.2mn 1.1±0.04g 1.8±0.1a 1.0±0.0e 

KI13,96   65 ± 0,58j  43±1.2lm 1.2±0.10g 2.0±0.1a 1.3±0.2e 

KI27,92 30 ± 1,55o 46±0.9klm 1.1±0.04g 1,9±0.1a 1.0±0.0e 

MSM KI  3,49 65 ± 1,73j 31±1.7rs 0.8±0.02h 1.5±0.2a 1.0±0.0e 

KI  6,98 65 ± 0,58j 46±3.5kl 1.0±0.10g 1.6±0.1a 1.3±0.2e 

KI13,96   70 ± 0,58hi 49±0.6jk 1.1±0.03g 1.6±0.2a 1.1±0.1e 

KI27,92 80 ± 0,58ef  52±0.57J 1.1±0.01g 1.6±0.2a 1.1±0.1e 

OM TDZ 0,45 65 ± 1,15j  27±1.1t 0.8±0.04h 1.9±0.1a 1.0±0.0e 

TDZ 0,9 80 ± 1,15ef  35±1.1opq 1.2±0.02g 1.8±0.1a 1.6±0.1d 

TDZ 1,8 70 ± 0,58h  35,7±0.2h 1.2±0.02g 2.0±0.1a 1.5±0.1e 

TDZ 3,6 60 ± 1,15k  38±1.15op 1.1±0.10g 1.9±0.1a 1.6±0.3d 

MS TDZ 0,45 55 ± 2,89m  25±2.30tu 0.8±0.02h 1.8±0.1a 1.0±0.0e 

TDZ 0,9 80 ± 1,55ef  33±1.73qr 1.3±0.04f 1.9± 0.2a 1.6±0.1d 

TDZ 1,8 60 ± 0,58k  38±4.61op 1.2±0.20g 1,5± 0.2a 1.4±0.2e 

TDZ 3,6 55 ± 2,9m  40±0.00op 1.2±0.10g 1.6± 0.2a 1.5±0.3d 

MSM TDZ 0,45 65 ± 1,55j 28±0.57st 0.9 ± 0.03h 1.9 ± 0.1a 1.0 ± 0.0e 

TDZ 0,9 82 ± 1,55de 39±0.57no 1.2 ± 0.02g 1.9 ± 0.2a 1.5 ± 0.1d 

TDZ 1,8 78 ± 0,58fg 42±1.15mn 1.1±0.03g 1.9 ± 0.2a 1.4 ± 0.1d 

TDZ 3,6 75 ± 0,58g  43±1.15lm 1.2 ±0.03g 2.0±0.1a 1.3 ± 0.1de 
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Figure 21. Effet de la composition minerale et hormonale des milieux après 3 mois de culture 

sur la prolifération des pousses. 

 

Figure 22. Aspect des pousses obtenues après 2 mois d’élongation sur les milieux : (A) 

     MSM, (B) OM et (C) MSM, additionnés de 9,2 μM de ZEA 
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1.1.2. Phase d’enracinement  et d’acclimatation 

L’enracinement est une étape essentielle de la micropropagation in vitro chez les plantes 

ligneuses. C’est une phase morphogénétique très difficile à réussir surtout avec ce type de  

plantes, qui sont qualifiées de récalcitrantes. Le processus d’enracinement passe par trois 

phases distinctes : l’induction, l’activité cellulaire et l’organisation des primordiaux et 

expression racinaire (Walali, 1993). 

Lors de cette étude, la réalisation de la phase d’enracinement, conduite avec des pousses 

bien développées, obtenues lors de la phase d’élongation, s’est déroulée en deux phases: 

induction et phase de développement. 

La phase d’induction, a été réalisée sur milieu ½ MSM (dont les macro-éléments et le 

mannitol sont réduits de moitié) pourvu de deux auxines : l’AIB et l’ANA employées seules 

aux doses de (2,4 ; 4,8 ; 9,8 et 19,7 µM) et (2,7 ; 5,4 ; 10,7 et 21,5 µM) respectivement. Cette 

phase d’induction s’est déroulée en obscurité durant 5 jours (Rugini et Fedeli, 1990 ; 

Zacchini et De Agazio, 2004).  Une fois l’induction racinaire s’est produite, les pousses 

seront transférées sur des milieux de même composition minérale (que les milieux 

d’initiation) sans auxine et pourvus seulement de 2,3 μM de ZEA, comme le recommandent 

Rugini et Baldoni (2005). 

Souvent, les premières ébauches racinaires font leurs apparitions au bout du 10ème jour 

suivant l’ensemencement. Elles prennent toujours naissance au niveau des zones de blessures 

(figure 23). L'effet de chaque traitement a été évalué en calculant le pourcentage 

d'enracinement, la longueur moyenne des racines, le nombre moyen de racines par pousse et 

l’efficacité de l'élongation des racines (REE). Ce dernier paramètre représente la longueur 

totale moyenne, exprimée en centimètre, de la masse racinaire produite in vitro à partir d'une 

pousse régénérée par explant, calculé selon la formule suivante : 

 

Les résultats de l’enracinement, obtenus dans nos conditions, montrent que les réponses 

varient, selon la nature et la concentration des auxines testées (tableau 9). Contrairement à 

l’AIB qui s’est montrée sans aucun effet sur l’induction de racines, l’emploi de l’ANA se 

révèle très efficace vis à vis de l’enracinement  des pousses transférées, quelle que soit la dose 

REE = (Taux de posses ayant produit de racines x Nombre moyen de racines par 

pousse x Longueur moyenne des racines /100 
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employée. En effet, les doses croissantes d’ANA ont agi significativement (p=0,000004 ; 

annexe 6) sur le processus d’induction racinaire (tableau 9), et varie entre 8,66 et 60 %. Le 

taux d’enracinement le plus élevé a atteint 60 % avec l’emploi de 21,5 μM, suivi de 35 % 

pour 10,7 μM d’ANA. 

De même, ces vitro-plants enracinés présentent un nombre de racines par vitro-plant 

qui varie en fonction de la concentration de l’auxine. En effet, l’augmentation de la 

concentration d’ANA dans le milieu de culture a fait augmenter significativement ce 

paramètre (p=0,000000* ; annexe 7). Le taux d'enracinement le plus élevé en termes de 

nombre de racines par explant (3,43) a été atteint en présence de 10,7 μM d’ANA. Par 

ailleurs, la concentration de 2,7 μM d’ANA  a donné les plus faibles résultats (tableau 9). 

La longueur moyenne des racines ainsi formées était de 2,57 cm seulement et dans 

certains cas 4,35 cm (tableau 9). La concentration de l’auxine ANA a significativement 

influencé la longueur des racines néoformées à la base des pousses (figure 23) (p=0,000000* ; 

annexe 8). On a également constaté que l’augmentation de la concentration d’ANA dans le 

milieu de culture a fait diminuer la longueur moyenne des racines par pousse, la concentration 

N1 (2,7 µM) a donné les meilleures performances (4,35 cm). Tandis que, la concentration N3 

(10,7 μM)) a donné les plus faibles résultats (2,57 cm). 

Les résultats du REE (figure 25) nous ont permis de déduire l’effet que peut avoir la 

concentration de l’auxine ANA du milieu sur l’enracinement. C’est toujours la  concentration 

N4 (6,64 cm)  qui paraît plus performante comparativement aux autres concentrations. Elle 

est suivie de la concentration N3 (3,08 cm), puis de la concentration N2 (1,59 cm) et en 

dernier de la  concentration N1 (0,38 cm).  Ces résultats confirment les conclusions que nous 

avons faites précédemment en analysant les trois paramètres séparément (taux 

d’enracinement ; longueur moyenne des racines ; nombre moyen de racines par pousse 

régénérée). 

Les vitro-plants enracinés ont été transférés sur un substrat de tourbe et de perlite (2:1) 

in vivo (en serre) avec une humidité relative élevée. Durant cette phase, celles qui ont 

développées de nouvelles pousses, ont été soumises à une réduction progressive de l'humidité 

et une augmentation de l’intensité lumineuse. Après 30 jours, les plantules sont exposées aux 

conditions normales de température et d’humidité et transférées par la suite dans des sachets 

en plastique remplis de 5 litres de substrat (figure, 24 (B)). 

 Après 30 jours, les plantules atteints environ 10 cm de hauteur (figure, 24 (A), sont  

transférées sous des conditions de serre contrôlées avec des taux d’acclimatation qui varient 
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en fonction de la concentration hormonale. Les pourcentages de plantules acclimatées avec 

succès enregistrent des taux de survie d’environ 80 % sans différences significatives (p= 

0,384608 ; annexe 9) (tableau 9). On a également observé que l’augmentation de la 

concentration d’ANA dans le milieu de culture a fait augmenter le taux de survie et la 

concentration N4 (21,5 µM) a donné les meilleures performances (80,66 %). Tandis que la 

concentration N1 (2,7 μM) a donné les plus faibles résultats (78,33 %) (tableau 9). 

 

Figure 23. Aspect du système racinaire de la variété Chemlal après 1 mois de culture en 

fonction de la concentration de l’ANA utilisé : (A) 9,7 ; (B) 4,8 et (C) 2,4 μM.  

 

Figure 24. Aspect des  plantules acclimatées de la variété  Chemlal : (A)  après 1 mois et  (B) 

après 3 mois de la transplantation. 
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Tableau 9. Effet des traitements sur la formation des racines de l’Olea europaea variété   

                 Chemlal 

 

Concentration 

d’auxine (µM) 

Pourcentage 

d’enracinement         

(%) 

Longueurmoyenne 

de racines (cm) 

Nombre 

moyen de 

racines/pousse 

Plantes 

acclimatées 

(%) 

   0   0 d    

ANA 

  2.7   8.7±1.26 d 4,35±0.10 a 1.00 ±0.39 b 78.33±1.52 a 

  5.4 25,0 ±2.18 c 4,23±0.24 a 1.50 ±0.28 b 79.66±1.50 a 

10.8 35,0 ±2.18 b 2,57±0.18 c  3.43±0.21 a 80.00±2.00 a 

21.7 60,0 ±2.18 a 3.57±0.15 b 3.10 ±0.13 a 80.66±1.15 a 

La réponse à l’enracinement a été exprimée par le pourcentage d’enracinement des 

pousses, le nombre moyen de racines par pousse et la longueur moyenne de racines. Le 

pourcentage de plantes acclimatées a été aussi rapporté. Les données des trois premiers 

paramètres ont été collectées après 30 jours de la mise de l’expérimentation et les traitements 

comprennent 20 explants. Les données du dernier paramètre ont été collectées après 90 jours 

de la mise de l’expérimentation et chaque traitement comprend 20 explants. Moyenne ± 

erreur standard, n= 20 entre chaque traitement.  Les moyennes suivies de la même lettre sont 

non significatives selon le test de LSD. 

 

Figure 25. Effet de  la concentration de l’ANA sur la prolifération des racines. Résultats sont 

exprimés en fonction de l'efficacité d'élongation des racines (REE) qui représente la longueur 

moyenne totale (cm) de la masse racinaire produite in vitro par explant. 
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1.2. Aptitude à la micropropagation de l’olivier 

Dans cette partie du travail, nous avons testé l’efficacité des milieux ayant donné les 

meilleurs résultats (sur la croissance et le développement des pousses et aussi sur 

l’enracinement) avec la variété Chemlal (CH), lors des essais préliminaires, sur trois variétés 

cultivées d’olivier (Olea europaea L. subsp sativa) à savoir : Blanquette de Guelma (B); la 

Sigoise (SG) et la Ferkani (FK) et deux génotypes sauvages d’olive de Laperrine (Olea 

europaea L. subsp laperinei). 

 Pour les variétés cultivées, la phase d’initiation, de croissance et de développement 

des pousses, se déroule sur des milieux pourvus de MSM, comme milieu de base,  

supplémenté de 4 doses de ZEA (2,3 ; 4,6 ; 9,2 et 18,4 µM). Quant à la phase d’enracinement, 

elle est conduite sur des milieux MSM réduits de moitié et pourvu de 4 concentrations d’ANA 

(2,7 ; 5,4 ; 10,7 et 21,5 µM).  

Compte tenu de la spécificité génotypique et de la nature sauvage des deux génotypes  

de l’olivier de Laperrine,  nous avons préféré les tester sur des milieux à composition 

minérale et hormonale variée. Pour la phase d’initiation, de croissance et de développement 

des pousses, elle s’est déroulée sur des milieux pourvus de MSM ; d’OM et de MS, 

additionnés de BA et de ZEA à différentes doses : 2,3 ; 4,6 ; 9,2 et 18,4 µM. De même, la 

phase d’enracinement s’est déroulée sur des milieux ½ MSM, contenant 4 doses d’ANA (2,7 ; 

5,4 ; 10,7 et 21,5 µM) et d’AIB (2,4 ; 4,8 ; 9,8 et 19,7 µM).   

1.2.1. Aptitudes des variétés cultivées au microbouturage 

1. 2.1.1. Phase d’établissement de la culture et de multiplication  

La phase d’établissement de la culture ne sera pas décrite dans cette partie puisqu’elle 

s’est déroulée de la même manière et dans les mêmes conditions que celles décrites lors des 

essais préliminaires menés avec la variété CH. Même, les résultats obtenus lors de cette phase 

étaient similaires à ceux des essais préliminaires.    

Les lectures et les observations des résultats sont faites après un mois de 

l’ensemencement des explants et ont porté principalement sur le pourcentage de bourgeons 

ayant débourré. 
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a.Taux de débourrement des explants 

Les résultats de la figure 26 montrent que la régénération des pousses a été obtenue in 

vitro sous toutes les conditions de culture testées,  seulement les réponses varient en fonction 

du génotype et de la concentration de ZEA qui ont affecté le débourrement des bourgeons 

axillaires (figure 26 et 27). Nous avons également observé que l’augmentation de la 

concentration de la ZEA dans le milieu de culture a fait augmenter fortement la réponse des 

explants et ceci, pour les trois génotypes étudiés. En effet, pour l’entrée en activité des 

bourgeons axillaires, les deux variétés : CH et SG,  cultivées dans le milieu MSM complété de 

4,6 ; 9,2 et 18,4 µΜ de ZEA ont donné les meilleurs taux de débourrement (100 %), alors le 

reste des variétés (BG) et (FK) ont donné des taux de l’ordre de 80 % pour les mêmes 

concentrations de ZEA. 
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Figure 26. Débourrement des explants des variétés après 1 mois de culture : (A) BG, (B) CH, 

(C) FK et (D) SG.  

 

Figure 27. Effet  de l’interaction (Génotype x Concentration de ZEA) sur le débourrement 

des bourgeons axillaires des explants,  après 30 jours de culture. 
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Pour la multiplication des pousses, des segments de tiges herbacées à deux nœuds, 

d'environ 1 à 1,5 cm de longueur, ont été récoltés puis repiqués sur milieu MSM 

supplémentés de 4 doses de ZEA (tableau 10). La croissance en longueur a  commencé dans 

les 30 jours après la phase d’initiation de la culture. L’évaluation des résultats a porté sur 

différents aspects : le taux  des explants ayant produit des pousses, la longueur moyenne de 

pousses nouvellement régénérées exprimée en cm, le nombre moyen de pousses régénérées 

par explant  et le nombre moyen de feuilles par pousse.  

Les résultats du tableau 10, montrent que la régénération des pousses a été obtenue in 

vitro sous toutes les conditions de culture testées, à l'exception du témoin (HF), par 

conséquent, la réponse varie en fonction du génotype et de la concentration de la ZEA testés. 

La présence de la ZEA avec différentes concentrations a augmenté d’une manière 

significative la réponse de multiplication pour toutes les variétés micropropagées (tableau 10) 

ainsi qu’un effet d'interaction significatif (génotype x concentration de ZEA) a été révélé pour 

les quatre paramètres étudiés. 

Le pourcentage d'explants ayant produit des pousses varie significativement               

(p= 0,000027 ; annexe 11) de 33,33 (2,3 μM) à 83 % (9,2 μM) en fonction des doses de  ZEA 

et  indépendamment du génotype utilisé. La variété CH cultivée dans le milieu MSM enrichi 

de 18,4 μM de ZEA a révélé le taux le plus élevé (83 %) de prolifération des pousses comme 

pour les trois génotypes SG, BG et FK, cultivés dans les mêmes conditions ont donné aussi 

respectivement les meilleurs résultats (82,6 %), (80,70 %) et (76 %). 

Pour stimuler le développement des pousses à partir des bourgeons débourrés, nous 

avons transféré ces dernières sur les mêmes milieux frais, de même composition que le milieu 

de départ. Cependant, les résultats de microbouturage après 2 mois ont montré que la 

prolifération des variétés testées varie en fonction des doses de ZEA et aussi en fonction des 

variétés testées.   

Les résultats du micro-bouturage ont montré que indépendamment des variétés testées, 

le processus d’élongation des pousses régénérées a été fortement influencé par la 

concentration de ZEA utilisée. Cependant, les explants cultivés sur milieu dépourvu de ZEA 

ne présentent aucun allongement, et ce, quel que soit leur génotype (tableau 10). L'élongation 

des pousses de tous les génotypes utilisés régénérés dans le milieu MSM après 3 mois, 

augmente significativement (p=0,000010 ; annexe 12) avec la concentration de ZEA jusqu'à 

9,2 μM et donne les meilleurs performances d’élongation (3,66 cm) ; (3,67 cm) ; (3,87 cm) et 
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(3,96 cm) respectivement pour les variétés CH, BG, FE et SG, alors qu’elle diminue pour des 

concentrations plus élevées (18,4 μM) (tableau 10). 

Le nombre moyen de pousses par explant n’a pas été significativement (P = 0,225357 ; 

annexe 11) affecté par la concentration  de ZEA dans le milieu de culture. Le nombre moyen 

de pousses le plus élevé (2,00) a été obtenu avec l’usage de 4,6 μM sur les variétés BG, SG et 

FK, cette même concentration n’a donné que 1,80 pour CH. Tandis que ce nombre a diminué 

lorsque la concentration de ZEA dépasse les 4.6 μM μM et ce pour les quatre variétés étudiées 

(tableau 10). 

Le SEE montre clairement que la ZEA a été très efficace pour la multiplication des 

pousses (figure 28). Les 4 meilleures valeurs obtenues par génotype sont : de 6,4 pour la SG, 

de 4,94 pour la FK, de 4,21 pour la CH et de 2,51 pour la BG. Cependant, l’augmentation de 

la concentration de ZEA dans le milieu MSM a été favorable pour la prolifération des 4 

génotypes et a fourni des meilleurs résultats de croissance, alors qu’une augmentation 

excessive de cette dernière (18,4 μM) a induit une diminution de la SEE pour les trois variétés 

seulement (FK, SG et CH).  

Pour le nombre moyen de feuilles régénérées par explant, nous constatons qu’il dépend 

lui aussi selon la dose hormonale appliquée. En effet, l’augmentation de la concentration de 

ZEA a significativement favorisé (p = 0,000149 ; annexe 15) le développement du plus grand 

nombre moyen de feuilles régénérés par  explant et cela indépendamment du génotype étudié. 

Dans ces conditions, le nombre moyen de feuilles régénérés par  explant pour les variétés CH, 

FK, BG et SG a été obtenu avec la concentration de 9,2 μM et a donné respectivement les 

meilleurs résultats (4,9) ; (5,3) ; (2,6) et (3,1), tandis qu’il a diminué avec des concentrations 

plus élevées pour l’ensemble des génotypes étudiés (tableau 10). Par ailleurs, les plus faibles 

résultats pour les quatre variétés (CH, BG, FK et SG) ont été  obtenus avec 2.3 μM de ZEA 

respectivement de 3,2 ; 1,6 ; 4,4 et 1,8. Cependant, tous les génotypes ont montré un feuillage 

vert, morphologiquement similaire à la plante mère (figure 29) 

 

 

 

Tableau 10. Effet de la composition minérale et hormonale sur la prolifération et le 

développement des pousses des quatre variétés (CH, BG, FK et SG)  après 3 mois de culture 
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Milieu 
Cytokinines 

(μM) 

Tx explants 

ayant 

produit des 

pousses 

Longueur 

moyenne  

de pousses 

(cm) 

Nombre 

moyen de 

pousses/ 

explant 

Nombre  

moyen de 

feuilles/ 

explant 

Témoin 0 0±I // //  

Chemlal 

ZEA 2,3 58,0±2,3e 2.97±0.1cd 1.60±0.1a 3.2±0.1c 

ZEA 4,6 67,0±1,7d 3.58±0.1b 1.80±0.1a 4.1±0.2b 

ZEA 9,2 74,0±2,3c 3.66±0.1ab 1.70±0.1a 4.9±0.2a 

ZEA 18,4 83,0±1,7a 3.24±0.1c 1.65±0.1a 4,0±0,0b 

Blanquette 

de Guelma 

ZEA 2,3 38,6±1.8g 2.5±0.05e 1.80±0.1a 1.6±0.1d 

ZEA 4,6 44,0±0.6f 3.22±0.1c 2.00±0.1a 2.2±0.1b 

ZEA 9,2 73.3±1.2c 3.67±0.2ab 1.85±0.1a 2.6±0.1cd 

ZEA 18,4 80.6±1.8ab 2.74±0.1e 1.70±0,1a 2.1±0.1d 

Ferkani 

ZEA 2,3 33.3±1.8h 1.96±0.05f 1.60±0.1a 4.4±0.2b 

ZEA 4,6 42.0±1.1fg 3. 15±0.2c 2.00±0.1a 5.1±0.1a 

ZEA 9,2 54.3±1.2e 3. 87±0.1ab 1.90±0.1a 5.3±0.1a 

ZEA 18,4 76.0±1.7bc 2.74±0.03de 1.80±0.1a  4.7±0.2ab 

Sigoise 

ZEA 2,3 45.3±5.3f 2.47±0.1e 1.85±0.05a 1.8±0.5cd 

ZEA4,6 64.0±1.7d 3.25±0.1c 2.00±0.1a 2.4±0.2cd 

ZEA 9,2 72,6± 1.2c 3.96±0.1a 1.70±0.1a 3,1±0,0c 

ZEA 18,4 82.6 ±1.2a 3.23±0.1c 1.70±0.1a 3,0±0.1c 

L’effet des traitements sur la formation des pousses a été exprimé en pourcentage des 

premiers bourgeons qui les ont produits. La longueur moyenne des pousses néoformées, le 

nombre moyen de pousses et de feuilles par explant. Les données ont été collectées après 90 

jours à partir du début de l’expérimentation et chaque traitement comprend 100 explants.   

n= 100 traitements. Les moyennes suivies de la même lettre sont non significatives selon le 

test de LSD. 
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Figure 28. Effet de l’interaction (Génotype x Concentration de ZEA) sur la prolifération des 

pousses après 3 mois de culture. Les résultats sont exprimés en fonction de l'efficacité 

d'élongation des racines (SEE) qui représente la longueur moyenne totale (cm) de la 

végétation produite in vitro par explant 
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Figure 29. A, B, C et  D.  Pousses axillaires des variétés algériennes respectivement BG, FK, 

CH et SG régénérées à partir d'explants nodaux cultivés sur milieu MSM additionné de 9,2 

μM ZEA après 2 mois d’élongation. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

B A 

C D 



91 
 

1.2.1.2. Phase d’enracinement et d’acclimatation 

 

La phase d’enracinement réalisée sur des pousses bien développées, obtenues lors de la 

phase d’élongation, ont été transférées sur milieu ½ MSM additionné d’AIB aux doses de 

2,4 ; 4,8 ; 9,8 ; 19,7 µM et d’ANA aux doses de 2,7 ; 5,4 ; 10,7 ; 21,5 µM. Cette phase dont la 

durée était de 5 jours s’est déroulée à l'obscurité, puis transférées sur des milieux frais de 

même composition minérale pourvus uniquement de ZEA à la dose de 2,3 µM. Il y a lieu de 

souligner qu’au cours de cette phase, aucun développement racinaire ne s’est produit sur les 

boutures en culture, seule l’initiation semble être réalisée. 

Les racines nouvellement formées commencent par apparaître sur les boutures qu’à 

partir du 5ème jour suivant leur transfert sur milieux sans auxines en présence de lumière.  Les 

résultats des différents traitements sur l’enracinement des 4 génotypes testés sont représentés 

dans le tableau 11. Ces résultats montrent d’une manière générale que l’enracinement a été 

possible sur l’ensemble des génotypes testés quelle que soit la concentration d’ANA 

employée. On note cependant que le taux d’enracinement ainsi que d’autres paramètres 

comme la longueur et le nombre moyen de racines varient significativement (annexe 15 ; 

16 et 17) à la fois selon les doses d’ANA et les génotypes testés.  

Concernant l’effet de l’auxine sur l’enracinement, nous avons noté, lors du travail 

préliminaire mené sur la variété CH, que seule l’ANA, était capable d’induire une rhizogenèse 

des pousses contrairement à l’AIB. Les résultats du tableau 11, montrent que l’ANA s’est 

montrée une nouvelle fois très efficace pour l’enracinement des trois autres génotypes à 

savoir : SG, FK et la BG. Les meilleures réponses surtout en terme de taux et longueurs 

d’enracinement respective sont celles obtenues en présence d’ANA à la dose de 5,4 μM, pour 

les trois génotypes SG (75,33 % ; 4,7 cm) FK (70 % ; 4,38) et la BG (60 % ; 3,96) à 

l’exception de la variété CH (21,5 μM) (60 % ; 4,23). Au-delà et/ou en deçà de ses 

concentrations optimales (c.à.d. celles offrant les meilleurs résultats), les réponses deviennent 

moins importantes.  

S’agissant du paramètre (nombre moyen de racines par pousse), les meilleurs résultats 

(3,37 avec la BG et 3,42 avec la CH) sont obtenus surtout avec l’usage de fortes 

concentrations en ANA respectivement (21,5 et 10,7 μM).  

Les résultats du tableau 11 mettent en évidence aussi, un effet génotypique sur 

l’enracinement. En effet, avec l’usage d’une même concentration optimale d’ANA (5,4 μM), 

les meilleures aptitudes à l’enracinement (surtout le taux et la longueur moyenne 
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d’enracinement) sont manifestées par la variété SG, suivie de la FK et en dernier par la BG. 

La CH quant à elle, ses meilleurs résultats, similaires à ceux de la BG, sont obtenus en 

présence de 21,5 μM  d’ANA.   

L’analyse des résultats (tableau 11), nous a conduit à calculer un nouveau paramètre 

que nous avons appelé : Efficience de l’Elongation Racinaire ou Root Elongation Efficiency 

(REE). Ce paramètre est calculé sur le même principe décrit précédemment. 

Les résultats du REE (figure 31) nous ont permis de déduire l’effet que peut avoir 

l’interaction (Génotype x Concentration d’ANA) sur l’enracinement. C’est toujours la variété 

SG (6,4 cm) qui paraît plus performante comparativement aux autres variétés. Elle est suivie 

de la FK (4,94 cm), puis de la CH (4,21 cm) et en dernier par la BG (2,51 cm).  Ces résultats 

confirment les conclusions que nous avons faites précédemment en analysant les trois 

paramètres séparément (taux d’enracinement ; nombre de racines par pousse ; longueur 

moyenne des racines) (tableau 11). Il y a lieu de signaler qu’une forte callogenèse s’est 

développées à la base des vitro plants de la variété BG (figure 30 (C)). 

S’agissant de l’acclimatation, les vitro-plants enracinés ont séjournés dans la serre 

(d’acclimatation) pendant 1 mois. Au cours de leur développement, les plantes bien 

développées ont été soumises progressivement à une humidité relative plus faible et à une 

intensité lumineuse plus élevée. L’évaluation des taux de survie des vitro plants, après 1 mois 

d’adaptation, ont donné des résultats allant de 78.33 jusqu’à 82 %. Notons que, ce taux de 

survie n’a pas été affecté par le facteur génotypique.  

Apres 1 mois d’acclimatation, les plantules obtenues sont transférées dans des 

conteneurs en plastique  contenant 5 litres de substrat (figure 32). 
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Figure 30. A, B, C et D : Vitro-plants des variétés algériennes, Sigoise, FerKani, Blanquette 

de Guelma et Chemlal enracinés après 30 jours sur milieu ½ MSM, additionné de 2,3 μM 

ZEA. 
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Tableau 11. Effet des traitements sur la formation des racines de l’Olea europaea variétés 

cultivées (SG, FK ; BG et CH) après 30 jours de culture sur milieu d’enracinement ½ MSM 

supplémenté de 2,3 µM de ZEA 

Génotypes Concentration 

d’auxine (µM) 

Taux 

d’enracinement       

(%) 

Longueur 

moyennede 

racines (cm) 

Nombre moyen 

de racines/ 

pousse 

Plantes 

acclimatées  

(%) 

 

Blanquette 

de Guelma ANA 

0     

2.7 20,00±2,88i 3,33±0,14e 1,25±0,16e 78,33± 0,88a 

5.4 60,00±2,88c 3,96±0,13d 1,92±0,28cd 79,66 ±0,88a 

10.7 38,00±3,05ef 3,34±0,19e 2,50±0,12bc 80,00 ±1,15a 

21.5 20,00±1,15i 2,63±0,26f 3,37±0,18a 80,6 ±0,665a 

Ferkani 

ANA 

0     

2.7 40,00±2e 3,38±0,18e 1,25±0,16e 81,00± 0,57a 

5.4 70,00±2,3b 4,38±0,12b 2,16±0,28cd 81,66 ±1,2a 

10.7 50,00±2,3d 3,28±0,11e 2,50±0,13bc 82,00 ±1,52a 

21.5 30,00±1,15gh 2,50±0,19f 1,62±0,18de 82,00 ±1,15a 

Sigoise 

 

 

 

 

 

ANA 

 

 

 

 

 

0     

2.7 34,00±1,15gh 3,39±0,19e 1,25±0,16e 81,00± 0,57a 

5.4 75,33±0,6a 4,70±0,09a 2,16±0,28cd 81,00 ±0,57a 

10.7 45,33±1,7e 3,24±0,09e 2,5±0,13bc 80,33 ±1,33a 

21.5 
35,33±1,7g 2,65±0,19f 1,63±0,18de 81,67 ±0,88a 

Chemlal ANA 0     

2.7 8,00±2,0j 4,35±0,5b 1±0,0e 78,33± 0,88a 

5.4 25,33±1,15hi 4,22±0,18bc 1,5±0,28de 79,66 ±0,88a 

10.7 35,33±3,05efg 2,55±0,19f 3,4±0,20a 80,00 ±1,15a 

21.5 60,00±3,06c 3,57±0,09e 3,1±0,13ab 80,6 ±0,665a 

 

La réponse à l’enracinement a été exprimée par le pourcentage d’enracinement des pousses, 

le nombre de racines par pousse et la longueur moyenne des racines. Le pourcentage de 

plants acclimatés a été aussi rapporté. Les données ont été collectées après 30 jours du début 

de l’expérimentation et les traitements comprennent 20 explants  Les moyennes suivies de la 

même lettre sont non significative selon test de LSD. 
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Figure 31. Effet de l’interaction (Génotypes X Concentration d’ANA) sur la prolifération des 

racines. Résultats sont exprimés en fonction de l’efficacité d'élongation des racines (REE) qui 

représente la longueur moyenne (cm) des racines produites in vitro par pousse. 
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Figure 32. Aspects des plantules des variétés cultivées après 1 mois d’acclimatation :   

A) Blanquette de Guelma, (B) FerKani, (C) Sigoise et (D) Chemlal.  
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Figure 33. Aspect des plantules des variétés cultivées après 3 mois d’acclimatation : 

(A) Sigoise, (B) Blanquette de Guelma, (C) Chemlal et (D) Ferkani. 
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1.2.2. Aptitudes de l’olivier sauvage de Laperrine (Olea europaea L.) subsp laperinei au 

microbouturage 

1.2.2.1. Phase d’établissement de la culture et de multiplication 

La réussite de la phase d’établissement se base principalement sur la bonne maîtrise des 

problèmes de la contamination fongique et bactérienne, l’oxydation des explants et 

l’accumulation de composés phénoliques. 

Le repiquage  des microboutures (en nombre de 100 par traitement) a été effectué sur 

des milieux d’initiation qui différent à la fois par leur milieu de base (OM ; MS et MSM) et 

aussi par la nature et la concentration des cytokinines qui les composent (ZEA et BA).  

Généralement, les bourgeons axillaires commencent à débourrer, après une semaine de la 

mise en culture des microboutures, quelle que soit la composition du milieu employé     

(figure 34). 

a- Taux de débourrement des explants 

 Généralement, les bourgeons axillaires commencent à débourrer, après une semaine de 

la mise en culture des microboutures, quelle que soit la composition du milieu employé 

(figure 34). 

Les résultats de la figure 35, révèlent des différences significatives des taux de 

débourrement des explants selon la composition des milieux de base et la composition 

hormonale des milieux (p=0,001413 ; annexe 19). Ces  résultats  montrent que l’usage de la 

ZEA à la dose de 18.4 µM donne des taux de débourrement de 100 %, quelle que soit la 

nature du milieu de base employé. Avec la BA comme cytokinine, seul le milieu MSM 

enrichi de 18.4 µM donne des taux similaires. Nous constatons aussi que les taux de 

débourrement augmentent au fur et à mesure que les concentrations en cytokinines 

augmentent. 
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Figure 34. Phase de débourrement des explants de l’olive de Laperrine : (A) Mise en culture 

sur MSM, OM et MS enrichi de 18,4 µM de ZEA, (B)  Après 1 mois  sur MS, (C)   Après 1 mois sur 

OM et (D) Après 1 mois sur MSM. 
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Figure 35. Effet de la composition minérale et hormonale sur le taux de débourrement des 

explants de l’olive de Laperrine après un mois de culture. 

b. Phase de multiplication 

Lors de cette phase, nous avons employé comme bouture uniquement les segments de 

pousses à deux nœuds (1 à 1,5 cm de longueur) prélevés à partir des trois pieds-mères (34-

V13P1, 38-V14P2 et 42-V15P3) obtenus sous Mist-système. A l’issue de la phase 

d’établissement de la culture, nous avons transplanté ces explants sur les mêmes milieux de 

culture (OM, MSM et MS) additionnés de deux de cytokinines ZEA et BA, afin de mettre en 

évidence l’impact que peut avoir la variation de la composition minérale et hormonale des 

milieux sur la croissance et le développement in vitro de l’olive de Laperrine. 

Les résultats de la multiplication in vitro des microboutures prélevés de pieds mères 

triploïdes et diploïdes dans nos conditions ont donc été regroupés du faite qu’ils répondaient 

en culture in vitro d'une manière similaire (tableau 12 ;  annexe 28, 29 et 30). 

Pour stimuler le développement des pousses à partir des bourgeons débourrés (lors de 

la phase précédente), nous avons transféré ces derniers sur des milieux frais, de même 

composition que les milieux de départ. Ces milieux sont enrichis de ZEA et de BA. La durée 

de culture dans ces milieux était de 2 mois. 

La régénération des pousses multiples a été obtenu in vitro dans toutes les conditions de 

culture testées, à l'exception du milieu sans hormone (témoin), Néanmoins, cette réponse 

varie en fonction de la composition minérale et hormonale du milieu utilisé (tableau 13). Il est 

a noté que la multiplication des pousses régénérées a été affecté par les traitements utilisés, 

ceux-ci a significativement (p= 0,000284 ; annexe 20) favorisé un pourcentage de pousses 

régénérées dans toutes les conditions de culture testées et la réponse varie de 23,2 (milieu OM 

avec 2,3 μM BA) à 88,8 % (MSM supplémenté avec 9,2 μM de ZEA).  

Nous avons également observé que indépendamment de milieu de culture testé, 

l’augmentation de la concentration des cytokinines (ZEA et BA) dans le milieu de culture a 

fait augmenter la réponse de multiplication des explants de l’olive de Laperrine pour les trois 

premières concentrations (2,3 ; 4,6 et 9,2 μM) mais une augmentation excessive (18,4 µM) a 

induit une diminution de cette réponse. 

Les résultats présentés dans le tableau 20, indiquent que la longueur moyenne des 

pousses allait de 1,2 (OM avec 2,3 μM de BA) à 3,4 cm (MSM avec 4,6 μM de ZEA). De 
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même, ils révèlent que la nature et la concentration des cytokinines employées du milieu 

influencent fortement et d’une manière significative (p=0,017921 ; annexe 21) l’élongation 

des pousses régénérées. 

Le nombre moyen de pousses formées a significativement (p = 0,008815 ; annexe 22) 

été affecté par la composition minérale et hormonale du milieu de culture. En effet, le nombre 

moyen de nouvelles pousses produites par explant varie de 1,6 (OM  MSM enrichis 

respectivement de 4,6 et 2,3 μM de ZEA) à 2,1 (MSM supplémenté de 9,2 μM BA) (tableau 

13). 

Le SEE montre clairement que la ZEA a été très efficace dans la multiplication des 

pousses par rapport à la BA (figure 36). Les trois valeurs supérieures 5,1 (MSM avec 9,2 μM 

ZEA), 4,3 (MS avec 9,2 μM ZEA) et 4,2 (OM avec 9,2 μM ZEA), ont été obtenu lorsque les 

milieux ont été supplémenté avec de la ZEA. Le milieu MSM a induit les meilleurs résultats 

de croissance, caractérisés par des explants vigoureux, des pousses ramifiées ainsi que 

l'émergence de nouvelles pousses à la base des explants. Le milieu MS a montré des résultats 

intermédiaires, tandis que le milieu OM a produit la plus faible performance d'allongement de 

pousses (tableau 13).  

Un grand nombre de feuilles (6,6) par explant a été obtenu sur milieu MSM enrichi de 

4,6 μM de ZEA, de nouvelles pousses ont été développé à la base des explants (figure 37 (C)). 

Les explants cultivés sur MS et MSM ont montré un feuillage vert, tandis que les explants 

dans le milieu OM ont développé des feuilles chlorotiques et plus petites. Ils ont révélé que la 

nature et la concentration des cytokinines utilisées influencent fortement et d’une manière 

significative (p=0,000000* ; annexe 23) le nombre moyen de feuilles. 
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Tableau 12. Effet de la composition minérale et hormonale des milieux sur la prolifération 

des pousses diploïdes et triploïdes des explants de l’olive de Laperrine après 3 mois de 

culture. 

Concentration 

de 

cytokinines 

(µM) 

 

             MS              OM          MSM 

 Diploïde Triploïde Diploïde Triploïde Diploïde Triploïde 

 

ZEA   2,3 

 

31,6±1,7 ab 

 

35,7±0,9b 

 

28,3±4,4ab 

 

31,3±1,7 b 

 

47,6±1,5 cd 

 

43,3±1,8 c 

ZEA   4,6 43,3±1,7 c 42,0±0,6 c 40,0±2,9 c 40,0±1,7 c 63,3±1,7 e 62,0±1,7 e 

ZEA   9,2 73,3±3,3f 78,7±1,9f 73,3±1,7f 74,0±1,7f 88,3±4,4g 89,3±1,8g 

ZEA 18,2 68,3±4,4ef 71,3±1,2f 52,7±1,6 d 52,3±1,2 d 70,0±2,9f 73,0±1,5f 

 

 

BA   2,3 

 

25,0±0,0 ab 

 

26,6±0,9 b 

 

21,7±1,7 a 

 

24,6±1,7 a 

 

23,3±1,7 ab 

 

33,3±1,7 b 

BA   4,6 31,6±1.7 b 32,0±0,6 b 33,3±1,7 b 33,3±2,4 b 55,0±2,9 d 56,6±3,8 de 

BA   9,2 60,0±5,0 de 58,7±1,9de 53,3±4,4 d 53,3±4,4 d 73,3±8,3f 74,0±3,1f 

BA 18,2 53,3±3.3 d 58,0±2,6 de 46,7±1,7 c 47,0±3,5cd 51,7±1,7 d 59,6±1,8 de 

 

L’effet des traitements pour la formation de pousses a été exprimé en pourcentage des 

premiers bourgeons produisant des pousses. Les données sont collectées après 3 mois du 

début de l’expérimentation et chaque traitement comprend 100 explants. Moyenne ± erreur 

standard, n=100. Variation suivie de la même lettre est non significative selon le test de LSD 
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Tableau 13. Effet de la composition minérale et hormonale des milieux sur la prolifération 

des pousses et le développement des explants triploïdes de l'olive de Laperrine après 3mois. 

Milieux 

    de  

culture 

Cytokinines 

(μM) 

Taux  des 

explants ayant 

produit des 

pousses 

Longueur 

moyenne de 

pousses 

/explant (cm) 

Nombre 

moyen de 

pousses 

/explant 

Nombre  

moyen de 

feuilles 

/explant 

Témoin 

 
0 0a // // // 

OM 

ZEA   2,3 28.9± 3.1b 1.4±0.1a 1.8±0.1b 4.6±0.2cd 

ZEA   4,6 40.0±2.0cd 1.8±0.05b 1.6±0.1 a 5.8±0.2 dc 

ZEA   9,2 73.7 ±3.0g 2.0±0.03b 1.9±0.1ab 5.7±0.2 d 

ZEA 18,4 52.5± 2.1e 1.6±0.1a 1.8±0.1 b 4.6±0.1 cd 

MS 

ZEA  2,3 33.6± 1.5c 1.4±0.05a 1.9±0.03 b 2.9±0.1 ab 

ZEA  4,6 42.7 ±1.0d 1.9±0.03b 1.9±0.03 b 5.4±0.4d 

ZEA  9,2 76.0± 3.2h 1.9±0.01b 1.9±0.03 b 5.3±0.3d 

ZEA 18,4 69.8± 2.1g 1.6±0.02a 2.0±0 b 5.1±0.2 cd 

MSM 

ZEA  2,3 45.5± 3.1d 2.3±0.1c 1.6±0.1 a 5.3±0.1d 

ZEA  4,6 62.7± 3.0f 3.4±0.1f 1.8±0.1b 6.6±0.2 de 

ZEA  9,2 88.8± 3.1i 2.9±0.02e 1.7±0.1 a 5.8±0.1de 

ZEA 18,4 71.5± 2.7g 2.7±0.1d 1.7±0.02 a 4.9±0.02 cd 

OM 

BA 2.3 23.2± 1.5b 1.2±0.05a 1.8±0.1ab 2.8±0.2 ab 

BA 4.6 33.3±0.1cd 1.6±0.1a 2.0±0b 3.7±0.1bc 

BA 9.2 53.3 ±0.1g 2.0±0.02b 2.0±0b 4.0±0c 

BA 18.4 46.8± 0.2e 1.8±0.05b 1.9±0.1 ab 3.1±0.1b 

MS 

BA 2.3 25.8± 0.8c 1.4±0.1a 2.0±0b 3.2±0.2b 

BA 4.6 31.8 ±0.2d 1.8±0.05b 1.8±0.05 ab 3.4±0.2bc 

BA 9.2 59.4± 0.7h 2.0±0.03b 1.9±0.02 ab 3.8±0.2bc 

BA 18.4 55.7± 2.4g 1.6±0.1a 1.9±0.05 ab 3.4±0.2bc 

MSM 

BA 2.3 28.3± 5d  1.4±0.05a 1.6±0.03a 2.2±0.1a 

BA 4.6 55.8± 0.8f  1.9±0.03b 1.8±0.1 ab 3.3±0.1bc 

BA 9.2 73.6± 0.4.1i  1.9±0.01b 2.1±0.1b 4.0±0c 

BA 18.4 55.7± 3.9g  1.6±0.02a 1.8±0.02 ab 3.1±0.1b 

 

L’effet des traitements sur la formation des pousses a été exprimé en pourcentage des 

premiers bourgeons qui les ont produits. La longueur moyenne des pousses néoformées, le 

nombre moyen de pousses et de feuilles par explant. Les données ont été collectées après 90 

jours à partir du début de l’expérimentation et chaque traitement comprend 100 explants.   

n= 100 traitements. Les moyennes suivies de la même lettre sont non significatives  selon le 

test de LSD. 
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Figure 36. Effet de la composition minerale et hormonale sur la prolifération des pousses 

apres 3 mois de culture. Résultats sont exprimés en fonction de l'efficacité d'élongation des 

pousses (SEE) qui représente la longueur moyenne totale (cm) de la végétation produite in 

vitro par explant. 

.  

 

Figure 37. Aspect des pousses régénérées après 30 (A, B et C) et 60 jours (D, E et F) de 

culture respectivement sur les milieux MS, OM et MSM.  
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1.2.2.2. Phase d’enracinement et d’acclimatation 

La réalisation de la phase d’enracinement, conduite avec les pousses obtenues bien 

développées régénérées précédemment lors de la phase d’élongation, s’est déroulée en deux 

phases : phase obscure, milieu enrichi d’auxines et phase lumière dont le milieu est dépourvu 

de celle-ci. L’application des auxines est nécessaire à l’induction racinaire mais le 

développement visible des racines ne commence qu’après le transfert des explants sur le 

milieu dépourvu d’auxines et cela, quelle que soit la durée du traitement inductif appliqué. 

Les pousses bien développées ont été cultivées dans des milieux contenant de l’AIB ou 

de l’ANA. Elles ne produisent des racines que lorsqu'elles sont cultivées en présence d'AIB 

pour toutes les concentrations testées (tableau 14). La formation des racines a commencé dans 

les 5 jours après leur transfert (phase lumière). Chaque traitement a été évalué en déterminant 

le pourcentage de pousses enracinées, le nombre de racines par pousse régénérées, la longueur 

moyenne des racines et l’efficience de l’élongation racinaire ou Root elongation efficiency 

(REE). Nos résultats montrent que les explants ont produit des racines uniquement lorsqu'ils 

ont été cultivés en présence d’AIB pour toutes les concentrations testées. Cependant, les doses 

croissantes d’AIB ont affecté significativement (p=0.000000* ; annexe 24) le processus 

d’induction racinaire (tableau 14). Le meilleur taux d'enracinement (61,7 %) a été obtenu avec 

4,8 μM et le plus faible taux d’enracinement a été enregistré avec la concentration de 19,7 μM 

d’AIB soit 20 % (tableau 14, figure 39). 

Pour le nombre moyen de racines par pousse, l’application de l’AIB a montré des effets 

significatifs (p=0.022696 ; annexe 25), la concentration de 9,8 μM d’AIB a induit le plus 

important nombre moyen de racines (2,5). Par ailleurs, la concentration (B1) de 2.4 μM 

d’AIB a donné les plus faibles résultats (1,3). La longueur moyenne des racines néoformées à 

la base des pousses était significativement élevée (p=0,000389 ; annexe 26), en effet, 

l’application de 19,7 μM (B4) a permet l’émergence de 2,1 cm contre seulement 1,1 cm pour 

2,4 μM d’AIB. On a également observé que l’augmentation de la concentration d’AIB dans le 

milieu de culture a fait augmenter les trois paramètres de l’induction racinaire alors qu’une 

augmentation excessive a diminué le pourcentage et le nombre des racines des pousses. 

Les résultats du REE (figure 38) nous ont permis de déduire l’effet que peut avoir la 

concentration de l’AIB sur l’enracinement. C’est toujours la concentration (B2) de 4,8 μM 

d’AIB   (1,9 cm) qui paraît plus performante comparativement aux autres concentrations. Elle 

est suivie de la concentration (B 3) de 9,8 μM d’AIB  (1,77 cm), puis de la concentration 19,7 

μM d’AIB (0,61 cm) et en dernier par la 2,4 μM d’AIB (0,31 cm). Ces résultats confirment 
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les conclusions que nous avons faites précédemment en analysant les trois paramètres 

séparément (taux d’enracinement,  nombre moyen de racine par pousse et longueur moyenne 

des racines). 

Les plantules enracinées in vitro ont été transférées sur un substrat composé de tourbe et 

de perlite (2:1) et maintenues dans une chambre de pré-acclimatation avec une forte humidité. 

Au cours de cette phase, les plantules bien développées ont été progressivement exposées à 

une humidité relative plus faible et à une plus grande intensité lumineuse. Après 30 jours, les 

plantules se développent pour atteindre des longueurs moyennes d’environ 10 cm (figure 40 

(A)). Les plantules pré-acclimatées ont atteint des taux de survie allant de 77.7 à 80.7 % 

(tableau 14). Aprés un mois d’acclimatation les plantules sont transférées dans des conteneurs 

remplis de 2 litres de substrat puis dans des conteneurs plus grands de 20 litres (figure 40 (B 

et C)). 
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Tableau 14. Effet des traitements sur la formation des racines de l’Olea europaea subsp. 

Laperrinei. 

Concentration 

d’auxine (µM) 

Pourcentaged’enracinement         

(%) 

Longueur 

moyenne de 

racines 

(cm) 

Nombre 

moyen de 

racines/ 

explant 

Plante 

acclimatée(%) 

AIB       

  0      0a    

  2.4    21.7±3.8b 1.1±0.2a 1.3±0.5a 77.7± 1.5a 

  4.8    61.7±3.8d 1.4±0.4a 2.2±0.5bc  80.7 ±2.1a 

  9.8    41.7±3.8c 1.7±0.3b 2.5±0.5c 79.3 ±0.6a 

19.7    20.8±2.9b 2.1±1.0b 1.4±1.6ab 77.3 ±0.6a 

La réponse à l’enracinement a été exprimée par le pourcentage d’enracinement des pousses, 

le nombre moyen de racines par pousse et la longueur moyenne de racines. Le pourcentage 

de plants acclimatés a été aussi rapporté. Les données ont été collectées après 30 jours du 

début de l’expérimentation et les traitements comprennent 20 explants. Les données ont été 

collectées après 30 jours du début de l’expérimentation et chaque traitement comprend 20 

explants. Moyenne ± erreur standard, n= 20 entre chaque traitement.  Les moyennes suivies 

de la même lettre sont non significative  selon test de LSD. 

 

 

Figure 38. Effet de la concentration de l’AIB  sur la prolifération des racines.Les résultats 

sont exprimés en fonction de l'efficacité d'élongation des racines (REE) qui représente la 

longueur moyenne totale (cm) des racines produites in vitro par explant 
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Figure 39. Enracinement des pousses adventives dans ½ MSM supplémenté de 9.8 μM 

d’AIB : (A) après 5 jours d’obscurité, (B) Pousses enracinées après 15 jours sur milieu ½ MSM 

supplémenté de 2.3 μM ZEA, (C) Elongation des racines après 30 jours sur le milieu d’enracinement.  

 

 

 

Figure 40. Aspect des plantules après (A) 1, (B) 3 et (C) 6 mois d’acclimatation. 
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2. Analyse moléculaire et cytofluorométrique 

Lors de cette étude, nous avons fait recours aux techniques de biologie moléculaire 

pour évaluer, dans un premier temps, le niveau de ploïdie de trois plantes-mères de l’olive de 

Laperrine (Olea europaea subsp laperrinei), dénommées (34-V13P1, 38-V14P2 et 42-

V15P3) (figure 41). Dans un deuxième temps, nous avons procéder à l’analyser de la 

conformité génétique des plants régénérés par microbouturage par rapport aux plantes mères à 

la fois des variétés autochtones : Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma et aussi 

de l’olive de Laperrine. 

Les analyses sont menées en se servant des marqueurs moléculaires micro-satellites 

SSR choisi parmi ceux rapportés dans la littérature (tableau 10) : quatre SSRs (GAPU47, 

GAPU59, GAPU71A et GAPU71B) cités par Carriero et al. (2002), l'un (UDO03) rapporté 

par Cipriani et al. (2002), et sept (DCA3, DCA5, DCA7, DCA11, DCA13, DCA15 et 

DCA18) par SEFC et al. (2000) et dix amorces ISSRs (ENEA12, ENEA13, ENEA14, 

ENEA21, ENEA34, ENEA45, ENEA47, ISSR1-6, ISSR2+2b, ISSR10+10b). 

En plus de l’analyse moléculaire, nous avons utilisé la technique de cytométrie en flux 

pour confirmer davantage les résultats relatifs à la conformité génétique des plants régénérés 

chez les variétés autochtones et aussi la sous espèce Laperrine.     

2.1. Evaluation du niveau de ploïdie chez les pieds-mères de l’olive de Laperrine (Olea 

europaea subsp laperrinei) 

Le niveau de ploïdie, des trois plantes-mères enracinées de l’olive de Laperrine (34-

V13P1, 38-V14P2 et 42-V15P3) a été évalué en se servant de 12 marqueurs SSRs. Seuls 

deux, notamment le GAPU71B et le DCA13, ont pu mettre en évidence l’existence de deux 

niveaux de ploîdie (diploîde et triploîde).  

La simplicité du motif de bandes et de la nature multi-alléliques de locus SSRs ont été 

extrêmement utiles dans l’évaluation du niveau de ploïdie. En effet, les résultats montrent que 

les plantes-mères auto-enracinées présentent des niveaux de ploïdie différents (figure 41). 

Nous avons relevé que la plante 34-V13P1 présentait un profil de 2n clair avec une ou deux 

bandes pour tous les locus SSRs utilisés, tandis que les plantes 38-V14P2 et 42-V15P3 étaient 

triploïdes montrant trois allèles par génotype au GAPU71B et DCA13 locus. 
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Figure 41. Mise en évidence du niveau de ploïdie des trois plantes-mères de l’olive de   

                 Laperrine : (A) Profil diploïde (34-V13P1) et  (B) Profil triploïde (38-V14P2 et 42-    

                    V15P3) obtenu par l’utilisation de GAPU71B. 

 

2.2. Evaluation de la stabilité génétique des vitro-plants  

2.2.1. Evaluation de la stabilité génétique des vitro-plants par ISSRs 

2.2.1. 1. Chez l’olive de Laperrine (Olea europaea L. subsp. Laperrinei) 

Les plantes micropropagées provenant des trois plantes-mères de l’olive de Laperrine 

(34-V13P1, 38-V14P2 et 42-V15P3) (figure 41) d’Olea europaea L. subsp. laperrinei ont été 

testés pour leur conformité en procédant à des analyses moléculaires utilisant des marqueurs 

ISSRs. En tout dix amorces ISSRs (ENEA12, ENEA13, ENEA14, ENEA21, ENEA34, 

ENEA45, ENEA47, ISSR1-6, ISSR2+2b, ISSR10+10b) ont été testées (tableau 15 ; figure 42) 

(Baysal et al., 2011). Les résultats des analyses ont permis de révéler un total de 88 bandes 

bien résolues et reproductibles (une moyenne de 9 bandes par amorce, allant de 5 à 14 

bandes). Les tailles des fragments amplifiés varient entre 220 pb (amorce ENEA21) et 2 000 

pb (amorce ISSR1-6). 

Les résultats des analyses phylogéniques effectuées montrent que les échantillons 

étudiés ont été divisés en deux principales branches et trois groupes distincts (figure 43). Dans 

chaque cluster les plantes régénérées et leurs plantes-mères,  avec des  fonds génétiques 

différents,  ont été regroupées. L'analyse génétique a souligné que l'adoption de la stratégie de 

culture in vitro a été appliquée avec succès pour la micropropagation des deux génotypes 
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diploïdes et triploïdes. En effet, tous les amplifiants de plantes régénérées, comparés à leurs 

plantes-mères étaient monomorphes et  montraient le même profil génétique. 

 

 
 

Figure 42. Profils d’ISSRs de plantes-mère de l’olive de Laperrine et leurs plantes  

                 régénérées, pour vérifier la stabilité génétique (M= pieds-mère ; R= plantes  

                 régénérées ; (A) ENEA 12 (B) ENEA14). 

 

Figure 43. Relations génétiques entre les génotypes analysés (les pieds-mères et les plantes 

régénérées) développé avec le coefficient de Nei (Nei et al., 1983) et UPGMA analyse de  

cluster. 
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2.2.1.2. Chez les variétés autochtones Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma 

 

Les plantes micropropagées provenant de quatre plantes-mères des variétés 

autochtones Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma (BG-PM, CH-PM et FE-PM 

et SG-PM) d’Olea europaea L. ont été analysées pour leur stabilité génétique. La conformité 

génétique des plantules régénérées in vitro a été vérifiée par l'analyse moléculaire en utilisant 

les marqueurs ISSRs comme ceux décrits dans la partie olive de Laperrine (tableau 15) 

(Baysal et al., 2011). Les dix amorces ISSRs utilisés ont donné lieu à un total de bandes 

variant d’une variété à une autre (tableau 15), bien résolus et reproductibles environ 9 bandes 

par amorce en moyenne allant de 5 à 14. Les tailles des fragments amplifiés varient entre 210 

pb (amorces ENEA 21) et 2,5 kb (amorces ISSR1-6). Pour la CH l'amorce AG (CA) 8 a 

amplifié le plus grand nombre de bandes (10)  alors que l'amorce (AC) 8YG n’a amplifié que 

6 bandes, avec une moyenne de 8,9 bandes par amorce ISSR (figure 44). 

 

En effet, aucune variation somaclonale n'a été observée sur les profils totaux obtenus, 

un nombre total d'amorces pour les variétés BG, CH, SG et FK, respectivement  (90 ; 89 ; 92 

et 98) a été généré en utilisant les marqueurs  ISSRs. Toutes les plantes régénérées ont été 

identiques à leurs plantes d’origines (plantes-mères) (figure 44, tableau 15). 

                    SG                      BG                     CH                     FK 

 

Figure 44. Profils d’ISSRs des plantes mères de BG, CH et FK et SG et leurs plantes   

                  régénérées pour  vérifier la stabilité génétique (MP = pieds-mère ; MS1 = plantes   

                  régénérées : (A)  ENEA 12 ;  (B) ENEA 14. 
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Tableau 15. Efficacité des marqueurs ISSRs dans la détection des polymorphismes des 

plantes régénérées des variétés d’olivier cultivées (SG, FK, BG, et CH). 

 

 

 

Paramètres Génétique  

ISSRs 

 

Blanquette 

de Guelma 

 

Chemlal 

 

Sigoise 

 

Ferkani 

 

 

Nombre d'amorces utilisées 

Nombre Totale de bande 

Classes de bande polymorphique  Marqué 

Nombre minimum de fragments par amorce 

Nombre maximal de fragments par amorce 

Nombre moyen de primer par fragment 

 

10 

90 

0 

5 

14 

9 

 

10 

89 

0 

6 

10 

8,9 

 

10 

98 

0 

5 

13 

9,8 

 

10 

92 

0 

6 

11 

9,2 

 

2.2.2. Utilisation de la Cytofluométrie 

2.2.2.1. Analyse cytométrique en flux de l’olive de Laperrine 

Afin d’évaluer la stabilité de la ploïdie lors de la régénération des plantes triploides 

d'Olea europaea L.subsp laperrinei, des suspensions nucléaires ont été obtenues à partir de 

matériel végétal frais de l’olive de Laperrine qui a été analysé par cytométrie en flux (FCM). 

Les niveaux de ploïdies ont été reconnu en comparant le contenu d'ADN des plantes-mères et 

des plantes régénérées, soit un total de 11 plants régénérés ont été analysés comme il a été 

possible d'isoler une bonne quantité de noyaux de tous les échantillons testés. La présence 

d'un seul pic dans tous les échantillons analysés autour de 200 pb a révélé l'accumulation de 

noyaux 2C homogènes (figure 45), ne montrant aucune différence de ploïdie entre les plantes 

régénérées et les plantes-mères de départ. En outre, la ploïdie des plantes régénérées a été 

identique à celle de la plante mère, ce qui indique que la polyploidisation n'a pas eu lieu. 
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2.2.2.2. Analyse cytométrique en flux des variétés Sigoise, Chemlal, Ferkani et 

Blanquette de Guelma 

Pour évaluer la stabilité de la ploïdie lors de la régénération végétale, des suspensions 

nucléaires d’Olea europaea L., variété Blanquette de Guelma (BG), variété Sigoise (SG), 

variété Chemlal (CH) et variété Ferkani (FK) ont été extraites à partir de matières végétales 

fraîches, analysées par FCM. Les niveaux de ploïdies ont été reconnus en comparant le 

contenu d'ADN des plantes-mère et de leurs régénérants. Pour chaque variété, un total de 12 

plants régénérés ont été analysés.  

Le chevauchement du pic, dans tous les échantillons analysés au canal 200, a révélé 

l'accumulation de noyaux 2C homogènes, comme indiqué dans la figure 46 (A, B, C et D). 

Les résultats n’ont révèlé aucune différence de ploïdie entre les plantes régénérées et leurs 

plantes-mères. En outre, la ploïdie des plantes regénérées était identique à celle de la plante-

mère. 

Dans nos conditions expérimentales, l'analyse cytofluorimétrique de l'ADN n'indique 

aucune différence entre les plantes régénérées et leurs plantes-mères. Cependant, pour la 

propagation clonale de masse, il est nécessaire d'utiliser un système de regénération capable 

de produire du matériel végétal homogène à partir de génotypes d'élite. 

 

 

Figure 45. Histogramme d'intensité relative de fluorescence obtenu, après analyse simultanée 

de noyaux isolés, à partir de feuilles des plantes-mère triploides et des plantes régénérées de la 

sous espèce olive de Laperrine 
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.  

 

 

 

Figure 46. Histogrammes des intensités relatives de fluorescence obtenus, après analyse 

simultanée des noyaux isolés, à partir de feuilles de pieds-mères et leurs plantes régénérées :   

(A) CH, (B)  FK  (C) BG  et (D) SG. 
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V. DISCUSSION GENERALE 

Le microbouturage est un des plus spectaculaires applications de la culture in vitro. 

Cette technique de multiplication végétative reste l’innovation la plus récente pour l’olivier. 

Cependant, certaines recherches menés dans ce domaine indiquent qu’il est difficile d’adapter 

les tissus de l’espèce olivier aux manipulation in vitro (Rugini, 1984 ; Bartolini et al., 1990). 

C’est le cas de la varieté Chemlal (ayant fait l’objet de cette etude) qui compte parmi les 

variétés récalcitantes qui répondent difficilement à la technique du bouturage semi-ligneux 

(Caballero et al., 1983 ; Mendil et Sebai 2006 ;  khelifi et al., 2007 ; Haddad, 2009 ).  

Partant de ce constat, nous avons entrepris la présente étude dans le but de chercher et 

d’élaborer un protocole expérimental efficient de régénération in vitro via le microbouturage, 

de plusieurs variétés autochtones d’olivier (Olea europaea L.) appartenant à deux sous 

espèces : la subsp sativa (Chemlal, Sigoise, Ferkani et Blanquette de Guelma) et la subsp 

laperinei (diploïde et triploïde).  Nous avons axé nos recherches beaucoup plus sur l’influence 

de deux principaux facteurs, connus pour leurs influences sur le micro-bouturage de l’olivier. 

Il s’agit notamment de la composition minérale de trois milieux de base  (MS, OM et MSM) 

et aussi de la composition hormonale des milieux au cours de la phase de développement 

(avec l’apport de 4 cytokinines ZEA, BA, KN et TDZ) et de la phase d’enracinement (avec 

l’apport de 2 auxines AIB et ANA). 

Les facteurs influant sur le microbouturage in vitro peuvent être divisés en deux grands 

groupes. Le premier représente, les facteurs internes, (ceux liés à la plante) et concerne d'une 

part le génotype, la nature et l'âge de l'explant et d'autre part l'état physiologique de la plante 

mère sur laquelle, l'explant a été prélevé. Le second, regroupe les différents facteurs externes 

(ceux liés à l’environnement) qui englobent à la fois le milieu (particulièrement la 

composition en milieu de base « minérale et vitamine », hormonale et sucres) et les conditions 

de culture (température, éclairement et humidité relative de l’air) (Margara, 1989).  

La composition minérale et hormonale compte donc parmi les facteurs déterminants qui 

impactent fortement l’aptitude au microbouturage chez l’olivier (Rugini, 1984 ; Bartolini et 

al., 1989 ; Rama et Pontikis, 1990 ; Leva et al., 1992 ; 1995 ; Mencuccini, 1995 ; 

Zuccherelli et Zuccherelli 2002 ; Chaari-Rkhis et al., 2011). L’influence de ces facteurs ne 

se limite pas au microbouturage mais s’étant aussi à d’autres processus morphogénétique 

comme l’organogenèse in vitro (Brhadda et al., 2003). L’effet d’un milieu de culture résulte 

de l’ensemble des interactions des différents éléments qui le composent. Certains, d’entre eux 

stimulent les processus du développement in vitro, d’autres ont peu d’influence sur le 
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débourrement (Thorpe, 1980 ; Rugini, 1984 ; Rugini, 1986 ; Caricato, 1995 ; Grigoriadou 

et al., 2002 ; Brhadda et al., 2003). 

Comme nous l’avons vu précédemment, la comparaison des résultats du 

microbouturage obtenus en fonction de la composition des milieux de base montre la 

supériorité du milieu de base MSM suivi du milieu OM specifique à l’olivier  et en dernier du 

milieu MS. L’efficacité du MSM comme milieu de base ne s’est pas exprimé uniquement 

avec nos variétés. D’autres auteurs comme Leva et al. (1995) confirment aussi la supériorité 

et l’efficacité de ce même (MSM) additionné de 9,2 μM de ZEA, à l’égard de la 

multiplication d’un grand nombre d’autres cultivars comme : Maurino, Leccino, Pendolino, 

Frangivento, Frantoio, Moraiolo, Taggiasca, Nocellara etnea, Nocellara del Belice, 

Biancolilla, Cerasuola et la Picholine.  

Néanmoins, d’autres auteurs comme Zacchini et De Agazio (2004), évoquent plutôt les 

performances du milieu OM lorsqu’il est utilisé avec la variété Nebbiara. Les trois milieux de 

base (MS, MSM et OM) que nous avons testé, diffèrent essentiellement par leur teneur en 

azote total (60 ; 30 et 26,24 méq/l) et en nitrates (39,4 ; 19,7 et 21,1 méq /l) (tableau 7). Le 

milieu MS, plus riche en azote total et en nitrates comparativement aux deux autres, se montre  

selon, George (1993) plus efficient à l’égard de l'organogenèse in vitro. 

La forme avec laquelle est apporté l’azote au milieu de base semble avoir une influence 

notable sur le devenir des cultures selon le rapport de certains auteurs (Rugini, 1984 ; Cozza 

et al., 1997 ; Chaari-Rkhis et al., 2011). En effet, Leva et al. (1995) signalent que le 

microbouturage connaît une amélioration notable en augmentant la quantité du NH4NO3 et en 

réduisant celle de KNO3, du milieu OM. Tandis que dans le milieu MS, la forte concentration 

de NH4NO3 et de KNO3 avait des effets négatifs sur les semis induisant des vitrifications 

(Zryd, 1988). 

Comparativement aux autres milieux testés, le milieu OM est caractérisé par des teneurs 

élevées en macroélément pour les ions (K+, Ca2+ et Mg2+) respectivement (20,08 ; 11,06 et 

12,17 méq/l). Plusieurs auteurs ont signalé l’importance des ions K+ et Ca2+ sur 

l’organogenèse (David et al., 1978 ; Bornman, 1983). Aussi, Margara (1978) rapporte que 

la production de bourgeons est influencée par la richesse du milieu en K+.  

L’effet favorable des phytohormones particulièrement les cytokinines sur la stimulation 

de la croissance et le développement des bourgeons axillaires est très connu, elles agissent  

selon leur nature et leurs concentrations dans le milieu (Margara, 1989). 
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 Toutes les cytokinines testées lors de ce travail, induisent le débourrement des 

bourgeons et assurent la croissance et le développement des pousses mais à des degrés 

différents. Les meilleurs résultats ont été obtenus en présence de ZEA, quelque soit  la variété 

ou le milieu de base employé. Les meillleurs taux de debourement sont obtenus avec de la 

ZEA lorsqu’elle est appliquée aux doses allant de 4,6 à 18,4 μM. Ce sont les varietes CH et 

SG qui donnent les meilleurs taux (100 %). 

De nombreux auteurs confirment l’efficacité de l’emploi de la ZEA comme cytokinine, 

lors de la phase de débourrement et même de la phase de multiplication. Selon Abousalim et 

al. (2004), les taux de débourrement les plus importants (100 %) ont été atteints également 

avec la ZEA (apportée à 2,3 μM) en travaillant sur la Picholine Marocaine. Aussi, Binet et al. 

(2007) signalent avoir obtenu des taux proches de 80 % pour la variété Aglandou en 

employant de la ZEA à 18,4 μM.  

L’emploi de la ZEA, lors de cette étude, a permis d’améliorer les résultats chez la 

variété CH, comparativement aux résultats rapportés par Yakoub-Bougdal et al. (2007). En 

effet, les meilleurs taux de débourrement ont atteint chez la variété CH, les 75 % sur des 

milieux MS enrichis de 9,2 μM de BA  et 90 % sur milieu MS contenant 13,98 μM de 

Kinétine.  

L’augmentation des doses des cytokinines, dans les milieux de culture, jusqu’à une 

certaine limite, entraine à son tour une augmentation du pourcentage de bouture ayant donné 

des pousses. Les mêmes effets ont été signalés par Donini et al. (2008) avec la variété 

Koroneiki. En effet, ils signalent avoir obtenu des taux de l’ordre de 82,57 % en présence  de  

20 μM de ZEA. Aussi, De plus, Brhadda et al. (2003) rapportent des taux avoisinant les 67 et 

65 % respectivement sur les milieux 1/2MS et OM en augmentant les doses des cytokinines. 

De même, les résultats sur l’élongation des pousses concordent avec ceux observés chez la 

variété Nebbiara qui a réagi en donnant des pousses plus vigoureuses sur OM que sur MS 

(Zacchini et De Agazio, 2004). 

Les résultats sur l’élongation des pousses montrent que, quelle que soit la composition 

minérale et hormonale testée, de nouvelles pousses ont été régénérées et des résultats très 

hautement significatifs ont été obtenus avec la ZEA. Les melleurs résultats ont été obtenus sur 

des milieux contenant de la ZEA aux doses de 2,3 à 18,4 μM. L’efficacité de l’emploi des 

mêmes doses  sur l’allongement des pousses, a été signalée par Abousalim et al. (2005) et par 

Chaari-Rkhis et al. (2006) sur olivier.  

Indépendamment des milieux de culture, une concentration croissante de ZEA a 

entraîné une diminution de la longueur des pousses. Ces résultats corroborent avec celles de 
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Roussos et Pontikis. (2002). Par ailleurs, en appliquant des doses  supérieures à 9,2 μM de 

ZEA, induit un effet négatif sur la longueur de pousses regénérées. Cependant, plusieurs 

travaux ont rapporté qu’une forte dose de ZEA se traduit par un faible allongement des 

pousses (Roussos et Pontikis, 2002). Selon les travaux de ces mêmes auteurs, toutes les 

cytokinines lorsqu’elles sont employées à fortes doses impactent négativement l’elongation 

des pousses. 

Malgré son efficacité, l’emploi de la ZEA, à grande échelle, par les pépinieristes 

algeriens ou les praticiens dans le domaine de microbouturage, reste trés limité à  cause de 

son prix  élevé sur le marché. Elle est souvent substituée par le Thidiazuron TDZ (Rugini 

1986, 1995 ; Grigoriadou et al., 2002), la BA (García-Fe'rriz et al., 2002), la KN (Rugini, 

1990 ; Chaari-Rkhis et al., 1999 ; Benderradji et al., 2007). Cependant, les cytokinines 

synthétiques de substitution induisent souvent la formation de pousses courtes (Rugini, 

1990 ; Ansar et al., 2004 ; Ramzan Khan et al., 2002).  

Les résultats du nombre moyen de pousses par explant obtenus ne montrent aucun effet 

significatif des facteurs étudiés et dont la plupart des traitements étaient très rapprochés voir 

similaires. Nos résultats sont nettement supérieurs à ceux rapportés par Grigoriadou et al. 

(2002) sur la variété Chondrolia Chalkidiki dont le nombre de pousses/explant a atteint les 

1,68 (obtenus en présence de 20 μM de ZEA). Par contre, des résultats proches des notres sont 

signalés sur d’autres cultivars d’olivier (Rugini, 1984 ; Bartolini et al., 1990 ; Chaari-Rkhis 

et al., 1999).  

Aussi, les résultats sur l’efficacité de l'elongation des pousses SEE, confirme le  pouvoir 

de la ZEA sur la multiplication de l’ensemble des génotypes testés. En effet, son emploi s’est 

révélé plus efficace que les autres cytokinines car elle a favorisé d’avantage à la fois le taux 

de prolifération et le  développement de pousses indépendamment du milieu de base utilisé.  

C’est une hormone qui se montre donc comme étant la seule cytokinine capable d’induire 

efficacement la croissance des explants d’olivier (Rugini, 1984 ; Lambardi et Rugini, 

2003). 

La phase d’enracinement est déterminante dans le succès de tout protocole de 

propagation qui dépend de la capacité des boutures à produire des racines adventives de 

bonne qualité (Kevers et al., 2000 ; Porfírio et al., 2016). La réussite de l’enracinement in 

vitro dépend principalement, de la composition minérale du milieu (Cozza et al., 1997 ; 

Rugini et Pannelli, 1993), des régulateurs de croissance (Chaari-Rkhis et al., 1997) 

notamment les auxines.  
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Les auxines sont des phytohormones largement utilisés dans la propagation des plantes 

par l’induction racinaire des boutures (Preece, 2003 ; Rademacher, 2015). Ces auxines 

peuvent être soit naturelles (acide indole-3-butyrique (AIB)) ou des composés synthétiques 

[acide 1-naphtalène acétique (ANA)]. 

Notre étude a montré que l’auxine est essentielle pour induire l’enracineent des 

microboutures de l’ensemble des génotypes  testés. Cependant, aucune rhizogenése n’a été 

possible sur  les milieux qui en sont dépourvus. 

Les auxines agissent à la fois par leur nature et leur concentration dans le milieu 

d’enracinement. Lors de notre étude, seuls les milieux enrichis d’ANA ont favorisé 

l’induction racinaire chez les variétés cultivées. L’efficacité de l’ANA à l’égard de 

l’enracinement de la CH a été signalée aussi par Ali et al. (2009) et sur bien d’autres variétés 

d’olive italiennes (Rugini, 1984) ou marocainnes (Abousalim et al., 2005). 

Le bon pouvoir inducteur de l’ANA à l’égard de l’enracinement peut être dû 

principalement à la grande stabilité de cette molécule vis àvis de la lumière (Dunlap et al., 

1986 ; De Klerk et al .,1997) 

Contrairement aux variétés cultivées, l’enracinement des olives sauvage de Lapperine 

semblent bien réagir à l’usage de l’AIB comme source d’auxine. L’ANA quant à elle, s’est 

montré totalement inéfficace, Selon l’avis de certains auteurs, c’est plutôt l’AIB et non l’ANA 

qui represente l’auxine la plus couramment utilisée durant la phase d’enracinement de 

l’olivier, car elle favorise frequement l’enracinement de manière plus efficace que l’ANA soit 

in vivo (Das et al., 2006 ; Isfendiyaroglu et Özeker, 2008), ou bien in vitro (Lambardi et 

Rugini, 2003). 

L'AIB est l'auxine la plus utilisée car elle favorise souvent l'enracinement plus 

efficacement que l’ANA (Das et al., 2006 ; Isfendiyaroglu  et Özeker, 2008).  

Lors de notre étude, l’éfficacité de l’ANA par rapport aux autres auxines, ne s’est pas 

limitée à favoriser le taux d’enracinment des explants mais elle augmente d’avantage le 

nombre moyen de racines par pousse végétative. La superiorité de nos résultats par rapport à 

celles de Yakoub-bougdal sur la variété CH peut être liée à la faible concentration ionique du 

milieu de culture utilisé (1/2 MSM) et à l’effet stimulant de l’obscurité sur l’induction 

racinaire (Roussos et Pontikis, 2002). 

Pour le nombre moyen de racines obtenues par pousse, la néoformation des racines a été 

obtenue pour l’ensemble des concentrations d’ANA utilisé, Nos résultats concordent avec 

ceux rapportés par Roussos et Pontikis (2002). Cependant, l’augmentation croissante du 
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nombre de racines néoformées est proportionnelle à l’augmentation de la concentration 

d’ANA, néanmoins une augmentation excessive de la concentration d’ANA a entrainé une 

réduction de ce paramètre. Ces résultats corroborent aussi avec ceux signalés par les deux 

mêmes auteurs cités précédemment. De même, des résultats similaires ont été rapportés par 

Yakoub-Bougdal et al. (2007) sur la même variété et pour la même concentration. 

Cependant, Baker et Wetzstein (2004) rapportent que les fortes concentrations d’auxines 

induisent des niveaux élevés de métabolites de dégradation dans les tissus, bloquant ainsi, le 

processus de régénération. 

L’augmentation de la concentration d’ANA dans le milieu a été inversement 

proportionnelle avec l’élongation racinaire. A ce sujet, De Klerk et al. (1995) ; Roussos et 

Pontikis (2002) signalent aussi que l’augmentation de la concentration d’ANA a induit une 

diminution de la longueur moyenne des racines, du fait que les racines néoformées à la base 

des pousses peuvent s’émerger avec une concentration faible d’auxines alors qu’une forte 

concentration peut inhiber leur croissance (Kollmeier et al., 2000 ; Li et al., 2009), de plus 

qu’à ce niveau, l'auxine induit la production d'éthylène, inhibiteur de la croissance des racines 

(Tai et al., 2010).  

Le facteur génotypique compte lui aussi comme facteur trés influant sur l’aptitude des 

plantes à la micropropagation via le microbouturage, l’organogénèse et ou l’embryogénèse 

somatique. En effet, d’après nos résultats, l’effet génotypique était visible sur l’ensemble des 

paramètres étudiés que ce soit ceux liés à la phase de multiplication (taux de débourrement, 

pourcentage de pousses régénérées, longueur des pousses et le SEE) ou à la phase 

d’enracinement (taux d’enracinement, nombre et longueur de racines et le REE). Aussi, nous 

avons constaté que pour un milieu de même composition hormonale et minerale, les réactions 

des génotypes étaient differentes vis à vis les paramètres étudiés. Le génotype semble jouer 

un rôle majeur (Khabou, 2000), cependant,  d’après Trefois (1981), l’aptitude d’une plante à 

s’enraciner varie non seulement d’une espèce à l’autre, mais aussi d’une variété à une autre. 

De même, les études menées par Caballero (1985), indiquent que chez l’olivier la diversité 

de l’aptitude des variétés à la rhizogénèse est tellement vaste que l’on peut l’attribuer à la 

constitution génétique des variétés, qui se traduit par des différences physiologiques et 

anatomiques existantes au sein des boutures. Caballero (1979), a observé que le cultivar 

Swan Hill a une plus grande activité promotrice d’enracinement que le cultivar Ascolano. 

Pour mettre en exergue l’effet génotypique sur la multiplication, nous avons cité, à titre 

d’exemple, uniquement les résultats de la SEE obtenus. Les dits résultats révèlent clairement 

qu’avec l’usage de la ZEA comme cytokinine, les meilleures aptitudes sont en faveur de la 
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varieté SG (6,4), suivie de lapperine (5,1), suivie de FK (4,94), puis de la CH (4,21) et en 

dernier de la BG (2,51). 

Mêmes remarques concernant l’effet génotypique sur l’enracinement, les résultats 

montrent que les meilleures performances en termes de REE sont en faveur de la varieté SG 

(7,65 cm), suivie de CH (6,64 cm), suivie de FK (6,62), puis de la BG (4,56) et en dernier de 

Lapperine (1,9 cm). 

Lors de la phase d’enracinement, nous avons relevé aussi l’existence d’un effet 

interaction (génotype X composition hormonale). En effet, l’enracinement  qui a été induit sur 

l’ensemble des variétés cultivées  en présence d’ANA, n’a pas été possible sur les génotypes 

sauvages de Lapperrine. L’enracinement de ces espèces n’a été induit qu’avec l’usage de 

l’AIB comme source d’auxine 

L'acclimatation de plantes régénérées in vitro est habituellement une étape critique, dans 

le cas où elle n'est pas convenablement conduite. Durant notre étude, les plantes enracinées de 

la variété CH ont été transplantées avec succès et un pourcentage élevé de plantes acclimatées 

ont survécu. Cependant, Nos taux (80 %) se rapprochent de ceux obtenus (75 %) par Roussos 

et Pontikis (2003), Par contre ils sont inférieurs à ceux obtenus (88 %) par Chaari-Rkhis et 

al. (2009). 

La formation et le développement de nouvelles racines fonctionnelles favorisé par les 

concentrations élevées d’auxines pendant le premier mois d’acclimatation adaptées à la vie in 

vivo étaient nécessaires pour la réussite de l’acclimatation des vitro-plants. En effet, selon Lee 

et al. (1985) généralement, les jeunes racines formées in vitro ont un rhizoderme non 

subérifié, au contact du substrat de culture elles se déshydratent et meurent, par la suite de 

nouvelles racines prennent naissance pour que la plantule s’alimente normalement. 

La croissance des plantules transférées en serre d’acclimatation a été lente comparant à 

celle obtenue par Chaari-Rkhis et al. (2009). Ceci peut être expliqué par le faite qu’au cours 

des premières journées de leurs transfert in vivo, le ralentissement de la croissance des vitro- 

plants est dû au stress après leur transplantation qui se traduit par un disfonctionnement de la 

photosynthèse accompagné d’une augmentation importante du taux de transpiration (Chaari-

Rkhis et al., 2010). Par ailleurs, Pospisilova et al. (1999), signalent que ces changements 

peuvent être dû au faible développement de la cuticule.  

Le protocole de micropropagation ne peut être utilisé à des fins commerciales qu’après 

vérification de la conformité des plantes micro-propagées par l’analyse génétique (Rani et 

Rania, 2000).  
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L'un des principaux objectifs de cette technique de micropropagation est de réaliser une 

propagation réelle du matériel végétal à cloner. La fidélité clonale est une considération 

majeure dans la micropropagation commerciale en utilisant des méthodes de culture in vitro 

(Giri et al., 2004).  

La variation génétique dépend des espèces végétales, du génotype impliqué, du type 

d'explant, des milieux et des conditions de culture (Karp et Brights, 1985 ; Shuangxia et al., 

2008). Ces altérations peuvent impliquer la mutation génomique, chromosomique et 

génétique (Damato, 1985), l'activation d'éléments transposables ou les modifications du motif 

de méthylation (Brown et al., 1998).  

On sait que dans de nombreux cas, une proportion constante des plantes régénérées 

diffère du type parental original lorsqu'elles sont soumises à des techniques de culture in vitro 

(Larkin et al., 1998). 

Selon Caruso et al. (2011) la micropropagation, peut produire des plantes indésirables, 

qui peuvent être le résultat de variations somaclonales qui sont établies au cours de la culture 

in vitro, en plus, des altérations chromosomiques et des changements dans le niveau de 

ploïdie des cellules végétales (Leroy et al., 2000). Une meilleure compréhension de la 

variation somaclonale est nécessaire pour évaluer l'utilité potentielle des techniques in vitro 

(Armestrong et Phillips, 1988). 

Comparativement aux autres types de marqueurs,  les marqueurs moléculaires comptent 

parmi les meilleurs outils d’analyse dans la surveillance de la variabilité au niveau de l'ADN 

dans les plantes. Ils offrent des résultats très efficaces.   

Afin d'éviter la production de plantes avec variation génétique, des méthodes 

moléculaires ont été développé permettant de filtrer facilement et rapidement le matériel 

végétal pour révéler toute différence génétique par rapport aux pieds-mère  (Brown et al., 

1993 ; Saker et al., 2000 ; Raimondi et al., 2001). En effet, la stabilité génétique de 

régénérants a été vérifiée à l'aide de marqueurs micro-satellites (ISSRs). Nos résultats 

moléculaires ont indiqué que l'approche in vitro utilisée a été appliquée avec succès pour 

l’ensemble des variétés autochtones. En effet, l'analyse moléculaire confirme que les plantes 

régénérées étaient génétiquement conformes à leurs plantes-mères. Ce qui confirme les 

rapports de Gemas et al. (2004) ; Gomes et al. (2008) ; Martins Lopes et al. (2007, 2009) ; 

Terzopoulos et al. (2005), En outre, les ISSRs ont été largement utilisés pour analyser la 

variation somaclonale et la variabilité génétique des cultivars d'olivier. De même, ces 

marqueurs ont été utilisés pour des études de la variabilité intra-variétale de 201 accessions de 

11 cultivars portugais (Gems et al., 2004). Toutefois, les marqueurs ISSRs ont été utilisés 
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dans des études phénologiques des plantes d’olivier obtenues par la technique in vitro (leva et 

al., 2002 ; García-Ferriz et al., 2003 ; Leva et al., 2006 ; Bottalico et al., 2009 ; Caruso et 

al., 2011). 

 La stratégie appliquée à partir de génotypes avec le fond génétique différent, a souligné 

que la technique utilisée est une approche fiable et précise pour la micropropagation conforme 

de l’ensemble des genotypes étudiés. 

La conformité génétique a été encore confirmée par l'analyse cytofluométrique de 

l'ADN des plantes régénérées in vitro. En effet, tous les régénérants ressemblent fidèlement à 

leurs pieds-mères. Nos résultats corroborent avec ceux obtenus par Carra et al. (2012), la 

micropropagation in vitro a permet de maintenir la stabilité du niveau de ploïdie et 

l’utilisation de la technique cytométrique, pour l'évaluation de la conformité génétique des 

plants d'olivier constitue des outils fiables pour l’étude phénologique des plantes obtenues par 

la technique in vitro. 

Lors de notre étude, les résultats moléculaires obtenus, indiquent que la voie de 

micropropagation que nous avons emprunté n’a pas été un facteur inducteur de variabilité et a 

été appliquée avec succès aux quatre variétés testées (CH, SG, BG et FK). Les résultats, de 

l'analyse cytofluométrique obtenus, confirment que nos plantes régénérées ne présentent 

aucune variabilité génétique par rapport aux plantes-mères. L’emploi de l’outil 

cytofluométrique comme moyen pour dépister l’existence ou non de variants parmi les plants 

régénérées in vitro s’avère très efficace et précis. De nombreux auteurs, ayant travaillé sur 

l’olivier, recommandent ces techniques pour évaluer la conformité génétique de leurs plantes 

regénérées (García-Ferriz et al. (2003) ; Leva et al. (2006, 2012) ;  Bottalico et al. (2009) ; 

Caruso et al. (2011). 
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CONCLUSION 

A travers cette étude nous avons pu maîtriser le protocole de micropropagation de 

quelques variétés d’olivier autochtone (Sigoise, Chemlal, Blanquette de Guelma, Ferkani et 

l’olive de Laperrine) par la technique de microbouturage, de l’initiation jusqu'à l’élevage et 

l’évaluation génétique par l’emploi de marqueurs moléculaires et l’analyse 

cytofluorométrique. 

De même, les résultats de la micropropagation sont importants pour la mise au point 

d’un schéma de multiplication in vitro de l’olivier autochtone. Cette technique pourrait 

présenter une alternative au bouturage pour la production massive d’olivier de qualité, la 

multiplication des variétés récalcitrantes, ainsi qu’une meilleure valorisation des zones arides. 

En outre, on souligne l’intérêt que peut apporter cette technique pour la conservation et 

l’amélioration des ressources génétiques de l’olivier et le développement du secteur de la 

multiplication de l’olivier qui est devenu actuellement stratégique pour la filière oléicole. 

Pour l’ensemble des essais effectués, le microbouturage a été réalisé en utilisant des 

segments de nœuds comme explants, récoltés à partir des pieds-mères.  

Les essais préliminaires ont visé comme objectif l’évaluation de l’impact que peut avoir 

la variation de la composition hormonale (en qualité et en quantité) ainsi que les milieux de 

base sur l’amélioration et l’optimisation des principales phases de culture à savoir : la phase 

d’initiation et d’établissement, la phase de multiplication  et la phase d’enracinement de la 

varieté chemlal. 

Les résultats des essais préliminaires menés avec la variété Chemlal, nous ont permis 

d’optimiser l’aptitude au microbouturage. En effet, le milieu MSM a donné les meilleurs 

pourcentages d'explants produisant des pousses, le nombre de pousses par explant,  la 

longueur moyenne de pousses, le nombre moyen de feuilles par pousse régénérée et même la 

meilleure efficacité de l'élongation des pousses, suivi de OM et en dernier de MS,  lorsqu’ils 

sont pourvus de 9,2 μM de ZEA comme cytokinine.  

Quant à la phase d’enracinement, les meilleurs taux ont été atteints avec le même milieu 

de base MSM réduit de moitié et pourvu d’ANA. 
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Les résultats des tests de l’efficacité des milieux MSM pourvus de ZEA  ayant donné 

les meilleurs résultats avec la variété Chemlal, lors des essais préliminaires, élargis sur les 

trois variétés cultivées d’olivier Blanquette de Guelma, la Sigoise et la Ferkani montrent :  

La présence de la ZEA avec différentes concentrations a augmenté d’une manière claire 

la réponse de multiplication pour toutes les variétés micropropagées ainsi qu’un effet 

d'intéraction significatif (Génotype x Concentration de ZEA) a été révélé pour les paramètres 

étudiés à l’exception du nombre de pousses régénérées par explant. En effet, l’emploie de la 

ZEA à la concentration 9,2 µM semble donné les meilleurs performances pour l’ensemble des 

paramètres étudiés  à l’exception de pourcentages d'explants produisant des pousses dont les 

meilleurs résultats ont été obtenu avec 18,4 µM. 

Un effet génotypique sur les paramètres de multiplication a été mis en évidence. En 

effet, quel que soit la concentration de ZEA appliquée, les meilleures réponses à la 

multiplication de tous les paramètres étudiés sont manifestées par la variété Sigoise, à 

l’exception du nombre moyen de feuilles dont la Ferkani a enregistré les meilleurs résultats. 

Quant à la phase d’enracinement, l’ANA s’est montrée une nouvelle fois très efficace  

pour l’enracinement des trois autres génotypes à savoir : Sigoise, Ferkani et la Blanquette de 

Guelma. Les meilleures réponses ont été atteintes pour la variété Sigoise sur le même milieu 

de base MSM réduit de moitié et pourvu d’ANA surtout en termes de taux, longueur et 

d’efficience de l’élongation racinaire. Suivie de la variété Ferkani, puis de la Chemlal et en 

dernier la Blanquette de Guelma. 

Les résultats des essais menés avec les deux génotypes diploïdes et triploïdes de l’olive 

de Laperrine, sur des milieux MSM, d’OM et de MS pourvus de BA et de ZEA à différentes 

doses ont révélés :  

Le milieu MSM s’est montré performant en donnant les meilleurs pourcentages 

d'explants produisant des pousses, nombre de pousses par explant et même la meilleure 

longueur moyenne de pousses, suivi de milieu OM et en dernier de MS,  lorsqu’ils sont 

pourvus de ZEA comme cytokinine.  

Quant à la phase d’enracinement, les meilleurs taux ont été atteints avec le même milieu 

de base MSM réduit de moitié et pourvu d’AIB. 

Les résultats obtenus à l’issu de cette étude, indiquent que la stratégie établie pouvant 

être destinée à la production efficace des plantes de l’olive autochtone (Sigoise, Chemlal, 

Blanquette de Guelma, Ferkani et l’olive de Laperrine). Par ailleurs, cette présente étude 

souligne l'importance des méthodes de multiplication non conventionnelles pour sauvegarder 
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les antécédents génétiques des espèces menacées. En outre, le protocole développé garantit 

fidèlement la stabilité génétique des plantes régénérées afin d’éviter l'érosion génétique, ce 

qui convient à la fois à la  multiplication ex situ que in- situ pour la conservation de l’olive de 

Laperrine ainsi que garantir l’authenticité génétique des variétés autochtones, critère 

primordiale dans le processus de certification de matériel végétal oléicole, qui pourrait 

soutenir les travaux futurs destinés à l'évaluation, l'exploitation et la valorisation de ces 

variétés d’olivier. 

Au terme de cette étude, nous pouvons dire que la régénération chez l’olivier via le 

microbouturage est possible. Il reste cependant, quelques problèmes, liés essentiellement à la 

phase de multiplication notamment le taux de multiplication, qui reste à résoudre pour que la 

technique soit exploitable à grande échelle. 
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ANNEXES 

1. RESULTATS DES ANALYSES STATISTIQUE DE LA PARTIE CULTURE IN 

VITRO DE L’OLIVIER CULTIVÉ VARIETÉ CHEMLAL 

Annexe 1.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux, cytokinines et leurs concentrations sur le 

taux de débourrement des explants (%) 

 SCE DDL CM Test F Probabilité    

Ordre d’origine 767536,2        1 767536,2 149036,2 0,000000* 

Milieu 3072,9 2 1536,5 298,3 0,000000* 

Cytokinine 12333,8 3 4111,3 798,3 0,00000*1 

Concentration Cytokinine  69790,3 4 17447,6 3387,9 0,000000* 

Milieu*Cytokinine 619,9 6 103,3     20,1 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytokinine  893,6 8 111,7     21,7 0,000000* 

Cytokinine* Concentration Cytokinine 6487,7 12 540,6   105,0 0,000000* 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine 3553,6 24 148,1     28,8 0,000000* 

Erreur 618,0 120 5,2     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

 Traitements 

 

Niveau   Niveau  Taux de 

debourrements 

Groupe 

homogene 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN1 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN2 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN3 70,0000 hi 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN4 80,0000 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA1 75,0000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA2 95,0000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA3 100,0000 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA4 100,0000 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA1 60,0000 k 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA2 85,0000 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA3 90,0000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA4 90,0000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ1 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ2 82,0000 de 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ3 78,0000 fg 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ4 75,0000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 25,0000 p 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN1 50,0000 n 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN2 60,0000 k 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN3 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN4 30,0000 o 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 25,0000 p 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA1 67,0000 ij 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA2 85,0000 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA3 95,0000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA4 95,0000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 25,0000 p 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA1 50,0000 n 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA2 75,0000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA3 90,0000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA4 85,0000 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 25,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ1 55,0000 m 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ2 80,0000 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ3 60,0000 k 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ4 55,0000 m 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 30,0000 l 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN1 45,0000 l 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN2 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN3 70,0000 hi 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN4 71,0000 kj 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA1 68,0000 hij 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA2 90,0000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA3 95,0000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA4 95,0000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA1 75,0000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA2 80,0000 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA3 90,0000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA4 85,0000 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 30,0000 o 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ1 65,0000 j 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ2 80,0000 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ3 70,0000 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ4 60,0000 k 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

1.2. Phase de multiplication 

Annexe 2.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux, cytokinines et leurs  concentrations sur 

le taux des explants ayant produit des pousses (%) 

   SCE              DDL C M             Test F        Probabilité    

Ordre d’origine 289602,2 1 289602,2 51257,03 0,000000* 

Milieu 1006,7 2 503,3 89,09 0,000000* 

Cytokinine 18058,8 3 6019,6 1065,42 0,000000* 

Concentration Cytokinine  82637,2 4 20659,3 3656,51 0,000000* 

Milieu*Cytokinine 98,3 6 16,4 2,90 0,011280 

Milieu* Concentration Cytokinine  369,9 8 46,2 8,18 0,000000* 

Cytokinine* Concentration Cytokinine 5681,1 12 473,4 83,79 0,000000* 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine 313,8 24 13,1 2,31 0,001579 

Erreur 678,0 120 5,6     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

 

Niveau  Niveau  Taux  moyen des 

explants ayant 

produit des 

pousses (%) 

Groupe 

homogène 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN1 52 j 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN2 65 h 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN3 71 cde 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN4 79 b 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA1 46 kl 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA2 61 hi 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA3 69 fg 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA4 73 cde 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA1 58 i 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA2 67 gh 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA3 74 c 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA4 83 a 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ1 43 lm 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ2 49 jk 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ3 64 hi 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ4 70 cde 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN1 34 qr 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN2 45 klm 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN3 65 h 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN4 69 fg 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 0 v 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA1 51 j 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA2 61i hi 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA3 67 gh 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA4 73 cde 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA1 26 tu 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA2 43 m 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA3 46 kl 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA4 49 jk 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ1 23 u 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ2 42 mn 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ3 43 m 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ4 46 klm 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN1 31 rs 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN2 46 kl 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN3 49 jk 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN4 52 j 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA1 27 r 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA2 35 opq 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA3    35,7 h 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA4 38 op 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA1 25 tu 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA2 33 qri 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA3 38 op 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA4 40 op 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM Temoins 0 v 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ1 28 stj 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ2 39 no 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ3 42 mn 
Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ4 43 lm 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

Annexe 3. Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux, cytokinines et leurs concentrations sur la 

longueur moyenne de pousses (cm)  

  SCE              DDL C M             Test F        Probabilité    

Ordre d’origine 2393,016 1 2393,016 93709,01 0,000000* 

Milieu 30,269 2 15,134 592,65 0,000000* 

Cytokinine 337,135 3 112,378 4400,66 0,000000* 

Concentration Cytokinine  30,223 3 10,074 394,50 0,000000* 

Milieu*Cytokinine 92,609 6 15,435 604,42 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytokinine  0,545 6   0,091 3,56 0,001726 

Cytokinine* Concentration Cytokinine 3,741 9   0,416 16,28 0,000000* 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine 1,604 18   0,089 3,49 0,000000* 

Erreur 23,289    912   0,026     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

Niveau  Niveau  Longueur moyenne 

de pousses (cm) 

Groupe 

homogène 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN1 0.8 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN2 1.0 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN3 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN4 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA1 2.9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA2 3. 7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA3 3.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA4 3.3 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA1 1,3 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA2 1. 7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA3 2 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA4 1.6 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ1 0,9 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ2 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ3 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ4 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN1 0,7 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN2 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN3 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN4 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA1 1.3 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA2 1.7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA3 1.9 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA4 1.6 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA1 1.4 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA2 1.7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA3 1.7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA4 1.6 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ1 0.7 g 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ2 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ3 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ4 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN1 1.0 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN2 1.1 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN3 1.3 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN4 1.2 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA1 2.3 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA2 2.7 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA3 2.9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA4 2.4 cg 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA1 1.4 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA2 1.7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA3 2.0 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA4 1.6 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ1 0.8 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ2 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ3 1.2 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ4 1.1 g 

  

Annexe 4.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux, cytokinines et leurs concentrations sur le 

nombre moyen de pousses/explant 

 SCE DDL C M Test F Probabilité 

Ordre d’origine 3040,380 1 3040,380 18924,87 0,000000* 

Milieu 2,701 2 1,351 8,41 0,000241 

Cytokinine 0,741 3 0,247 1,54 0,203353 

Concentration Cytokinine  0,336 3 0,112 0,70 0,553795 

Milieu*Cytokinine 7,442 6 1,240 7,72 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytokinine  2,471 6 0,412 2,56 0,018151 

Cytokinine* Concentration Cytokinine 1,128 9 0,125 0,78 0,634661 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine 3,353 18 0,186 1,16 0,288776 

Erreur 146,518    912 0,161     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

Niveau Niveau Nombre moyen de 

pousses/ explant  

Groupe 

homogene 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN1 1.5 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN2 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN3 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN4 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA1 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA2 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA3 1.7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA4 1.7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA1 1,7 a 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA2 1. 8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA3 1,7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA4 1. 8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ1 1,9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ2 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ4 2.0 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN1 1,9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN2 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN3 2,0 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN4 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA1 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA2 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA4 2.0 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA1 2.0 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA2 1.7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA4 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ1 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ2 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ3 1.5 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ4 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN1 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN2 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN4 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA1 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA2 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA4 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA1 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA2 1.6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA3 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA4 1.7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ1 1.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ2 1.8 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ3 2,0 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ4 1.9 a 

 

 

 

 

 



 
 

 

Annexe 5. Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux, cytokinines et leurs concentration sur  le 

nombre de feuilles régénéré /pousse  

 SCE DDL CM Test F    Probabilité 

Ordre d’origine 6550,713 1 6550,713 38957,82 0,000000* 

Milieu 508,199 2 254,100 1511,16 0,000000* 

Cytokinine 974,788 3 324,929 1932,39 0,000000* 

Concentration Cytokinine  92,685 3 30,895 183,74 0,000000* 

Milieu*Cytokinine 401,633 6 66,939 398,09 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytokinine  3,043 6 0,507 3,02   0,006329 

Cytokinine* Concentration Cytokinine    36,997 9 4,111 24,45 0,000000* 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine 9,742 18 0,541 3,22   0,000007 

Erreur 153,352 912 0,168     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

Niveau  Niveau Nombre moyen de 

feuilles/ pousse  

Groupe 

homogene 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN1 1.0 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN2 1.3 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN3 1.1 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM KN4 1.1 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA1 4.4 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA2 5.1 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA3 5.3 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM ZEA4 4.7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA1 1.7 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA2 2.2 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA3 2.6 de 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM BA4 2.1 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ1 1.0 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ2 1.5 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ3 1.4 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM TDZ4 1.3  de 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN1 1.1 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN2 1.0 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN3 1.3 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS KN4 1.0 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA1 1.6 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA2 2.2 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA3 2.6 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS ZEA4 2.1 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA1 1.5 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA2 2.2 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA3 2.7 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS BA4 2.1 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ1 1.0 e 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ2 1.6 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ3 1.4 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS TDZ4 1.5 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN1 1.2 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN2 1.3 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN3 1.7 de 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM KN4 1.5 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA1 3.2 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA2 4.1 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA3 4.9 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM ZEA4 4,0 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA1 1.8 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA2 2.4 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA3 3,0 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM BA4 3,0 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ1 1.0 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ2 1.6 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ3 1.5 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM TDZ4 1.6 d 

 

Annexe 6.  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’ANA sur le pourcentage 

d’enracinement  (%) 

 SCE DDL C.  M Test F Probabilité 

Ordre. Origine 12416,33 1 12416,33 650,6376 0,000000* 

Concentratio ANA 4159,00 3   1386,33 72,6463  0,000004 

Erreur 152,67 8 19,08   

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements  Pourcentage Moyen 

d’enracinement (%) 

Groupes homogènes 

N1 8,66667 D 

N2 25,00000 C 

N3 35,00000 B 

N4 60,00000 A 

 

 

Annexe 7 .  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’ANA sur  le nombre moyen 

de racine/ pousse 

 SCE DDL CM Test F Probabilité 

ord. Origine 86,31533 1 86,31533 284,2071 0,000000* 

Concentration ANA 17,71499  3 5,90500 19,4432 0,000000* 

Erreur   8,50376 28 0,30371    

 

 



 
 

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements  Nombre moyen 

de racine/ pousse  

Groupe homogène 

N1 1,000000 b 

N2 1,500000 b 

N3 3,428571 a 

N4 3,105263 a 

 

Annexe 8.  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’ANA sur la longueur 

moyenne de racines / pousse (cm)  

 

S.CE DDL C.  M Test F Probabilité 

ord. Origine 229,0105 1 229,0105 1270,305 0,000000* 

Concentration ANA  9,6609 3 3,2203 17,863 0,000000* 

Erreur 5,0478 28 0,1803 
  

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements  Longueur moyenne de 

racines / pousse (cm) 

Groupe homogène 

N1 4,350000 a 

N2 4,225000 a 

N3 2,571429 c 

N4 3,568421 b 

 

Annexe 9.  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’ANA sur le pourcentage  des 

plantes  acclimatées (%)  

 S. CE DDL C.  M Test F Probabilité 

Orde d’origine       76161,33 1 76161,33 30464,53 0,000000* 

Concentration ANA 8,67 3     2,89 1,16     0,384608 

Erreur 20,00 8    2,50     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements  Plantes acclimatées (%) Groupe homogène 

N1 78,33333 a 

N2 79,66667 a 

N3 80,00000 a 

N4 80,66667 a 

 

 

 



 
 

 

2. RESULTATS DES ANALYSES STATISTIQUE DE LA PARTIE CULTURE IN VITRO DE 

L’OLIVIER CULTIVÉ VARIETÉ CHEMLAL,  BLANQUETTE DE GUELMA, SIGOISE ET 

FERKANI 

Annexe 10.  Modèle ANOVA appliqué aux effets du génotype et de la concentration de  ZEA sur  le 

taux de débourrement des explants  (%)  

 SCE DDL CM Test F Probabilité 

Orde d’origine 330783,8      1 330783,8 25943,82 0,000000* 

Génotype 2116,1      3 705,4 55,32 0,000000* 

ZEA Concentration 34410,0      4 8602,5 674,71 0,000000* 

Génotype* ZEA Concentration 529,2    12 44,1 3,46 0,001524 

Erreur 510,0    40 12,8     

 

Comparaison des moyennes  

Méthode : PPDS. 95,0 % 

 

Traitements 

 

Symbole Taux de 

débourrement (%) 

Groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA0 30,0000 e 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA1 75,0000 c 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA2 95,0000 a 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA3 100,0000 a 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA4 100,0000 a 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA0 30,0000 e 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA1 68,0000 d 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA2 85,0000 b 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA3 85,0000 b 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA4 85,0000 b 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA0 25,0000 e 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA1 67,0000 d 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA2 80,0000 bc 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA3 80,0000 bc 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA4 80,0000 bc 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA0 30,0000 e 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA1 75,0000 c 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA2 95,0000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA3 100,0000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA4 100,0000 a 

 

Annexe 11.  Modèle ANOVA appliqué aux effets du génotype et de la concentration de ZEA sur le 

pourcentage des explants ayant produit des pousses (%)  

 SCE DDL CM Test F Probabilité 

Orde d’origine 146718,2  146718,2   

Génotype 2011,3 3 670,4 21,673 0,000000* 

Concentration ZEA  45496,6 4 11374,2 367,699 0,000000* 

Génotype* Concentration ZEA  1981,7 12 165,1 5,339 0,000027 

Error 1237,3 40 30,9     

 



 
 

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

 

Symbole Taux d’explant 

ayant produit des 

pousses 

Groupe 

homogène 

Génotype*Zea concentration CH*ZEA0 0,00000 i 

Genotype*Zea concentration CH*ZEA1 58,00000 e 

Genotype*Zea concentration CH*ZEA2 67,00000 d 

Genotype*Zea concentration CH*ZEA3 74,00000 c 

Genotype*Zea concentration CH*ZEA4 83,00000 a 

Genotype*Zea concentration BG*ZEA0 0,00000 i 

Genotype*Zea concentration BG*ZEA1 38,66667 g 

Genotype*Zea concentration BG*ZEA2 44,00000 f 

Genotype*Zea concentration BG*ZEA3 80,66667 c 

Genotype*Zea concentration BG*ZEA4 73,33333 ab 

Genotype*Zea concentration FK*ZEA0 0,00000 i 

Genotype*Zea concentration FK*ZEA1 33,33333 h 

Genotype*Zea concentration FK*ZEA2 42,00000 fg 

Genotype*Zea concentration FK*ZEA3 76,00000 e 

Genotype*Zea concentration FK*ZEA4 54,33333 bc 

Genotype*Zea concentration SG*ZEA0 0,00000 i 

Genotype*Zea concentration SG*ZEA1 45,33333 f 

Genotype*Zea concentration SG*ZEA2 64,00000 d 

Genotype*Zea concentration SG*ZEA3 82,66667 c 

Genotype*Zea concentration SG*ZEA4 72,66667 a 

 

Annexe 12. Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de  ZEA sur  la 

longueur moyenne de pousses (cm) 

 SCE DDL CM Test F Probabilité 

Orde d’origine 3156,9

56 
1 3156,956 11794,53 0,000000* 

Génotype 9,049 3 3,016 11,27 0,000000* 

ZEA  71,618 3 23,873 89,19 0,000000* 

Génotype* Concentration ZEA 11,117 9 1,235 4,61      0,000010 

Erreur 81,370 304 0,268     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

 

Symbole longueur moyenne             

de pousses (cm) 

Groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ZEA CH* ZEA1 2,975000 cd 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA2 3,585000 b 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA3 3,660000 ab 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA4 3,245000 c 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA1 2,500000 e 



 
 

 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA2 3,670000 ab 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA3 3,225000 c 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA4 2,740000 e 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA1 1,960000 f 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA2 3,875000 ab 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA3 3,155000 c 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA4 2,745000 de 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA1 2,475000 e 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA2 3,960000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA3 3,255000 c 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA4 3,230000 c 

 

Annexe 13.  Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de ZEA sur  le 

nombre moyen de pousses/explant 

  SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Orde d’origine 1001,113 1 1001,113 5699,217 0,000000* 

Génotype 0,762 3 0,254 1,447 0,229187 

Concentration ZEA  0,637 3 0,212 1,210 0,306320 

Génotype* Concentration ZEA  2,088 9 0,232 1,320 0,225357 

Erreur 53,400 304 0,176    

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

Symbole Nombre moyen de 

pousses /explant 

Groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ZEA CH* ZEA1 1,600000 a 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA2 1,800000 a 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA3 1,700000 a 

Génotype* Concentration ZEA CH*ZEA4 1,650000 a 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA1 2,000000 a 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA2 1,800000 a 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA3 1,850000 a 

Génotype* Concentration ZEA BG*ZEA4 1,700000 a 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA1 2,000000 a 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA2 1,600000 a 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA3 1,800000 a 

Génotype* Concentration ZEA FK*ZEA4 1,800000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA1 2,000000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA2 1,850000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA3 1,700000 a 

Génotype* Concentration ZEA SG*ZEA4 1,700000 a 

 

 

 



 
 

 

Annexe 14.  Modèle ANOVA appliqué aux effets du génotype et de la concentration de  ZEA sur  le 

nombre moyen de feuilles  /pousse   

  SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Orde d’origine 3341,113 1 3341,113 12586,10 0,000000* 

Génotype 287,263 3     95,754     360,71 0,000000* 

Concentration ZEA    39,863 3     13,288 50,05 0,000000* 

Génotype*Concentration ZEA      9,063 9 1,007 3,79   0,000149 

Erreur 80,700   304 0,265     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

Symbole Nombre moyen de 

feuilles  / pousse 

Groupe 

homogène 

Génotype* concentration ZEA CH*ZEA1 3,2 c 

Génotype* concentration ZEA CH*ZEA2 4,1 b 

Génotype* concentration ZEA CH*ZEA3 4,9 a 

Génotype* concentration ZEA CH*ZEA4 4,0 b 

Génotype* concentration ZEA BG*ZEA1 1,6 d 

Génotype* concentration ZEA BG*ZEA2 2,2 cd 

Génotype* concentration ZEA BG*ZEA3 2,6 cd 

Génotype* concentration ZEA BG*ZEA4 2,1 d 

Génotype* concentration ZEA FK*ZEA1 4,4 b 

Génotype* concentration ZEA FK*ZEA2 5,1 a 

Génotype* concentration ZEA FK*ZEA3 5,3 a 

Génotype* concentration ZEA FK*ZEA4 4,7 ab 

Génotype* concentration ZEA SG*ZEA1 1,8 cd 

Génotype* concentration ZEA SG*ZEA2 2,4 cd 

Génotype* concentration ZEA SG*ZEA3 3,1 c 

Génotype* concentration ZEA SG*ZEA4 2,95 c 

 

Annexe 15.  Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de l’ANA sur le 

pourcentage d’enracinement  (%) 

 SCE DDL C M Test F Probabilité    

Orde d’origine 78246,75 1 78246,75 8129,532 0,000000* 

Génotype  2474,25 3 824,75 85,688 0,000000* 

Concentration ANA  6439,75 3 2146,58 223,022 0,000000* 

Genotype* Concentration ANA   7017,25 9 779,69 81,007 0,000000* 

Erreur    308,00 32 9,63     

 

 

 

 

 



 
 

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

Symbole Pourcentage  

d’enracinement 

Groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ANA CH*N0 0 K 

Génotype* Concentration ANA CH*N1 8,00000 j 

Génotype* Concentration ANA CH*N2 25,00000 hi 

Génotype* Concentration ANA CH*N3 35,00000 efg 

Génotype* Concentration ANA CH*N4 60,00000 c 

Génotype* Concentration ANA BG*N0 0 K 

Génotype* Concentration ANA BG*N1 20,00000 i 

Génotype* Concentration ANA  BG*N2 60,00000 c 

Génotype* Concentration ANA BG*N3 38,00000 ef 

Génotype* Concentration ANA BG*N4 20,00000 i 

Génotype* Concentration ANA FK*N0 0 K 

Génotype* Concentration ANA FK*N1 40,00000 e 

Génotype* Concentration ANA FK*N2 70,00000 b 

Génotype* Concentration ANA FK*N3 50,00000 d 

Génotype* Concentration ANA FK*N4 30,00000 gh 

Génotype* Concentration ANA SG*N0 0 K 

Génotype* Concentration ANA SG*N1 34,00000 fg 

Génotype* Concentration ANA SG*N2 75,33333 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N3 45,33333 e 

Génotype* Concentration ANA SG*N4 35,33333 g 

 

Annexe 16. Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de l’ANA sur  la 

longueur moyenne de racine (cm) 

 SCE DDL CM Test F Probabilité 

Orde d’origine 1533,321 1 1533,321 5280,993    0,000000* 

Genotype 1,907 3 0,636 2,190 0,090796 

ConcentrationANA 52,342 3 17,447 60,092   0,000000* 

Genotype* Concentration ANA  16,891 9 1,877 6,464   0,000000* 

Erreur  53,424 184 0,290     
 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

 Traitements 

Symbole Longure moyenne de  

racine 

groupe 

homogene 

Génotype* Concentration ANA CH*N1 4,350000 b 

Génotype* Concentration ANA CH*N2 4,225000 bc 

Génotype* Concentration ANA CH*N3 2,551429 f 

Génotype* Concentration ANA CH*N4 3,568421 e 

Génotype* Concentration ANA BG*N1 3,331500 e 

Génotype* Concentration ANA  BG*N2 3,962500 d 



 
 

 

Génotype* Concentration ANA BG*N3 3,337500 e 

Génotype* Concentration ANA BG*N4 2,626000 f 

Génotype* Concentration ANA FK*N1 3,376000 e 

Génotype* Concentration ANA FK*N2 4,383333 b 

Génotype* Concentration ANA FK*N3 3,281250 e 

Génotype* Concentration ANA FK*N4 2,500000 f 

Génotype* Concentration ANA SG*N1 3,387500 e 

Génotype* Concentration ANA SG*N2 4,695833 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N3 3,237500 e 

Génotype* Concentration ANA SG*N4 2,650000 f 
 

Annexe 17. Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de l’ANA sur  le 

nombre moyen de racine/ pousse 

 SCE DDL C M Test F Probabilité 

Orde d’origine 499,1471 1 499,1471 571,7723 0,000000* 

Genotype 2,0935 3 0,6978 0,7994   0,495667 

ANA 35,1939 3 11,7313 13,4382 0,000000* 

Genotype* Concentration ANA  15,1840        9 1,6871 1,9326    0,049795 

Erreur  160,6288    184 0,8730     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

 

Symbole Nombre moyen de 

racine/ pousset 

Groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ANA CH*N1 1,000000 e 

Génotype* Concentration ANA CH*N2 1,500000 de 

Génotype* Concentration ANA CH*N3 3,428571 a 

Génotype* Concentration ANA CH*N4 3,105263 ab 

Génotype* Concentration ANA BG*N1 1,250000 e 

Génotype* Concentration ANA  BG*N2 1,926667 cd 

Génotype* Concentration ANA BG*N3 2,500000 bc 

Génotype* Concentration ANA BG*N4 3,375000 de 

Génotype* Concentration ANA FK*N1 1,250000 e 

Génotype* Concentration ANA FK*N2 2,166667 cd 

Génotype* Concentration ANA FK*N3 2,500000 bc 

Génotype* Concentration ANA FK*N4 1,625000 de 

Génotype* Concentration ANA SG*N1 1,250000 e 

Génotype* Concentration ANA SG*N2 2,166667 cd 

Génotype* Concentration ANA SG*N3 2,500000 bc 

Génotype* Concentration ANA SG*N4 1,627000 de 
 

 

 



 
 

 

Annexe 18. Modèle ANOVA appliqué aux effets génotype et de la concentration de l’ANA sur  le 

pourcentage des plantes acclimatées (%) 

  S.CE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Orde d’origine 311052,0 1 311052,0 108192,0   0,000000* 

Genotype 36,0 3 12,0 4,2 0,013302 

ANA 15,2 3 5,1 1,8 0,174940 

Genotype* ANA  6,8 9 0,8 0,3 0,979915 

Erreur  92,0 32 2,9     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 

Symbole Pourcentage des 

plantes acclimatées  

groupe 

homogène 

Génotype* Concentration ANA CH*N1 78,33 a 

Génotype* Concentration ANA CH*N2 79,66 a 

Génotype* Concentration ANA CH*N3 80,00 a 

Génotype* Concentration ANA CH*N4 80,60 a 

Génotype* Concentration ANA BG*N1 78,33 a 

Génotype* Concentration ANA  BG*N2 79,66 a 

Génotype* Concentration ANA BG*N3 80,00 a 

Génotype* Concentration ANA BG*N4 80,60 a 

Génotype* Concentration ANA FK*N1 81,00 a 

Génotype* Concentration ANA FK*N2 81,66 a 

Génotype* Concentration ANA FK*N3 82,00 a 

Génotype* Concentration ANA FK*N4 82,00 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N1 81,00 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N2 81,00 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N3 80,33 a 

Génotype* Concentration ANA SG*N4 81,67 a 
 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

3. RESULTATS DES ESSAIS CONDUITS AVEC L’OLIVIER DE LAPERRINE 

(OLEA EUROPAEA L.) SUBSP LAPERRINEI 

Annexe 19.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux et des cytokinines sur le taux de 

débourrement des explants (%) 

   S. CE              DDL C.  M             Test F        Probabilité    

Ord origine 457817,3 1 457817,3 73315,94 0,000000* 

Milieu 624,7 2 312,3 50,02 0,000000* 

Cytoytkinine 1116,5 1 1116,5 178,81 0,000000* 

Concentration Cytokinines  57337,0 4 14334,3 2295,52 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine 52,3 2 26,1 4,19 0,019855 

Milieu* Concentration Cytoytkinine  470,1 8 58,8 9,41 0,000000* 

Cytoytkinine* Concentration Cytoytkinine 645,2 4 161,3 25,83 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine * Concentration 

Cytoytkinine 
185,2 8 23,1 3,71 0,001413 

Erreur 374,7 60 6,2     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

 Symbole 

 

Taux de 

débourrement  

des explants (%) 

Groupe 

homogène 

 

Milieu* Cytokinine* Concentration  

Cytokinine OM/ZEA0 
30,000 

i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA1 
58,000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA2 
80,000 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA3 
95,000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA4 
100,000 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA0 

30,000 
i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA1 60,000 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA2 85,000 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA3 90,000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA4 100,000 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA0 

30,000 
i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA1 75,000 ef 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA2 95,000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA3   98 ,333 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA4 100,000 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA0 

30,000 
i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA1 45,000 hi 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA2 70,000 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA3 90,000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA4 95,000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA0 

25,000 
i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA1 50,000 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA2 75,000 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA3 90,000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA4 95 ,000 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA0 

30,000 
i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA1 56,667 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA2 76,667 ef 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA3 90,000 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA4 100,000 a 

 

Annexe 20.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux et des cytokinines sur le pourcentage 

des explants ayant produit des pousses (%) 

. Sources de variation  S. CE              DDL C.  M             Test F        Probabilité    

Ord origine 149132,9 1 149132,9 24403,57 0,000000* 

Milieu 2695,1 2 1347,6 220,51 0,000000* 

Cytoytkinine 1895,2 1 1895,2 310,13 0,000000* 

Concentration Cytokinines  53307,1 4 13326,8 2180,75 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine 41,3 2 20,6 3,38 0,040749 

Milieu* Concentration Cytoytkinine  1434,7 8 179,3 29,35 0,000000* 

Cytoytkinine* Concentration Cytoytkinine 629,5 4 157,4 25,75 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine * Concentration 

Cytoytkinine 
217,5 8 27,2 4,45 0,000284 

Erreur 366,7 60 6,1     

 



 
 

 

    Comaraison des moyennes 

      Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 
Symbole 

 

 

Taux des explants 

ayant produit des 

pousses 

Groupe 

homogene 

 

Milieu*Cytokinine*Concentration 

Cytokinine OM/ZEA0 
0 

a 

Milieu*Cytokinine*Concentration 

Cytokinine OM/ZEA1 
28,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA2 
40 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA3 
73,7 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine OM/ZEA4 
52,5 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA0 

0 
a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA1 33,6 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA2 42,7 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA3 76 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/ZEA4 69,8 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA0 

0 
a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA1 45,5 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA2 62,7 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA3 88,8 i 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/ZEA4 71,5 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA0 

0 
a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA1 23,2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA2 33,3 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA3 53,3 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
OM/BA4 46,8 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA0 

0 
a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA1 25,8 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA2 31,8 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA3 59,4 h 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MS/BA4 55,7 g 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA0 

0 
a 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA1 28,3 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA2 55,8 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA3 73,6 h 

Milieu*Cytokinine * Concentration 

Cytokinine 
MSM/BA4 55,7 g 

 

Annexe 21. Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux et des cytokinines sur la longueur 

moyenne de pousses (cm) 

   SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Ord origine 2346,181 1 2346,181 20784,69 0,000000* 

Milieu 11,056 2 5,528 48,97 0,000000* 

Cytoytkinine 147,419 1 147,419 1305,98 0,000000* 

Concentration Cytokinines  57,323 3 19,108 169,27 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine 7,506 2 3,753 33,25 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytoytkinine  6,668 6 1,111 9,85 0,000000* 

Cytoytkinine* Concentration Cytoytkinine 9,444 3 3,148 27,89 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine * Concentration 

Cytoytkinine 
1,751 6 0,292 2,58 0,017921 

Erreur 51,473 456 0,113     

 

Comparaison des moyennes 

      Méthode : PPDS. 95,0 % 

 

Traitements 
Symbole 

 

 

Longueur 

moyenne des 

pousses / explant 

Groupe 

homogene 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA1 1,4 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA2 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA3 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA4 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA1 2,3 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA2 3,4 f 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA3 2,9 e 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA4 2,7 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA1 1,4 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA2 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA3 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA4 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA1 1,2 a 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA2 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA3 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA4 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA1 1,4 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA2 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA3 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA4 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA1 1,4 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA2 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA3 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA4 1,6 a 

 

Annexe 22.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux et des cytokinines sur le nombre moyen 

de pousses /explant 

   SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Ord origine 1613,333 1 1613,333 13548,43 0,000000* 

Milieu 6,454 2 3,227 27,10 0,000000* 

Cytoytkinine 1,008 1 1,008 8,47 0,003792 

Concentration Cytokinines  1,050 3 0,350 2,94 0,032909 

Milieu*Cytoytkinine 1,679 2 0,840 7,05 0,000965 

Milieu* Concentration Cytoytkinine  0,613 6 0,102 0,86 0,526336 

Cytoytkinine* Concentration Cytoytkinine 0,242 3 0,081 0,68 0,566784 

Milieu*Cytoytkinine * Concentration Cytoytkinine 1,321 6 0,220 1,85 0,008815 

Erreur 54,300 456 0,119     

 

Comparaison des moyennes 

      Méthode : PPDS. 95,0 % 

 

Traitements 

 

Symbole 

 

 

Nombre moyen de 

pousses/ explant 

Groupe 

homogene 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA1 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA2 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA3 1,9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA4 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA1 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA2 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA3 1,9 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA4 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA1 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA2 1,8 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA3 1,7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA4 1,7 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA1 1,8 ab 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA2 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA3 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA4 1,9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA1 2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA2 1,8 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA3 1,9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA4 1,9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA1 1,6 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA2 1,8 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA3 2,1 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA4 1,8 ab 

 

Annexe 23.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des milieux et cytokinines sur le nombre moyen de 

feuilles / pousse régénérés 

   SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Ord origine 8325,002 1 8325,002 16756,57 0,000000* 

Milieu 24,817 2 12,408 24,98 0,000000* 

Cytoytkinine 397,852 1 397,852 800,80 0,000000* 

Concentration Cytokinines  123,256 3 41,085 82,70 0,000000* 

Milieu*Cytoytkinine 26,467 2 13,233 26,64 0,000000* 

Milieu* Concentration Cytoytkinine  14,150 6 2,358 4,75 0,000105 

Cytoytkinine* Concentration Cytoytkinine 10,573 3 3,524 7,09 0,000115 

Milieu*Cytoytkinine * Concentration 

Cytoytkinine 
26,333 6 4,389 8,83 0,000000* 

Erreur 226,550 456 0,497     

 

Comparaison des moyennes 

      Méthode : PPDS. 95,0 % 

 

Traitements 
Symbole 

 

Nombre moyen 

de feuilles/ 

pousse 

Groupe homogene 

 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA1 4,6 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA2 5,8 de 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA3 5,7 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/ZEA4 4,6 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA1 2,9 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA2 5,4 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA3 5,3 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/ZEA4 5,1 cd 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA1 5,3 d 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA2 6,6 dc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA3 5,8 dc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/ZEA4 4,9 cd 



 
 

 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA1 2,8 ab 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA2 3,7 bc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA3             4 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine OM/BA4 3,1 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA1 3,2 b 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA2 3,4 bc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA3 3,8 bc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MS/BA4 3,4 bc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA1 2,2 a 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA2 3,3 bc 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA3             4 c 

Milieu*Cytokinine * Concentration Cytokinine MSM/BA4 3,1 b 

 

Annexe 24. Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’AIB sur le pourcentage 

d’enracinement (%) 

  SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Ord origine 7975,260 1 7975,260 1225,000 0,000000* 

AIB 1688,281 3 562,760 86,440 0,000000* 

Var. Résiduelle  104,167     16 6,510     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 
Symboles Pourcentage 

d’enracinement     Groupe  homogène 

AIB1 B1 21,67 a 

AIB2 B2 61,67 d 

AIB3 B3 41,67 b 

AIB4 B4 20,83 a 

 

Annexe 25.  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’AIB sur le nombre moyen 

de racine/ pousse  

 

 

 

 

 

 

 

 

  SCE              DDL CM             Test F        Probabilité    

Ord. Origine 160,5931 1 160,5931 164,6838 0,000000* 

AIB 10,1310 3 3,3770 3,4630 0,022696 

Erreur 50,7083 52 0,9752     



 
 

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 
Symboles Nombre moyen de 

racine/ pousse Groupe homogene  

AIB1 B1 1,3 a 

AIB2 B2 2,2 bc 

AIB3 B3 2,5 c 

AIB4 B4 1,4 ab 
 

Annexe 26. Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’AIB sur la longueur 

moyenne de racine (cm)  

   S.C.E              DDL C .M             Test F        Probabilité    

ord. Origine 111,8288 1 111,8288 444,3978 0,00000* 

Concentration AIB 5,4448 3 1,8149 7,2124 0,000389 

Erreur 13,0853 52 0,2516     

 

Comparaison des moyennes  

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 
Symboles Longueur moyenne de 

racine  Groupe homogène  

AIB1 B1 1,1 a 

AIB2 B2 1,4 a 

AIB3 B3 1,7 b 

AIB4 B4 2,1 b 

 

Annexe 27.  Modèle ANOVA appliqué aux effets de la concentration de l’AIB sur le pourcentage des 

plantes acclimatées (%)  

   SCE              DDL C M             Test F        Probabilité    

ord. Origine 74418,75 1 74418,75 28807,26 0,000000* 

Concentration AIB 21,58 3 7,19 2,70 0,109694 

Erreur 20,67 8 2,58     

 

Comparaison des moyennes  

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 
Symboles Pourcentage des 

plantes acclimatées 
Groupes 

homogène 

AIB1 B1 77,67 A 

AIB2 B2 80,67 A 

AIB3 B3 79,33 A 

AIB4 B4 77,33 A 



 
 

 

 

Annexe 28.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des génotypes, milieux, la nature et la concentration 

des cytokinines sur le pourcentage des explants ayant produit des pousses (%) 

  S.C.E DDL C.M Test F probabilité 

Ordre d’origine 367943,3 1 367943,3 37338,86 0,000000* 

Génotype 396,7 1 396,7 40,25 0,000000* 

Milieu 7117,1 2 3558,5 361,12 0,000000* 

Cytokinine 4000,6 1 4000,6 405,98 0,000000* 

Concentration Cytokinine  29990,9 3 9997,0 1014,49 0,000000* 

Génotype*Milieu 306,1 2 153,0 15,53 0,000001 

Génotype*Cytokinines 12,8 1 12,8 1,30 0,256500 

Milieu*Cytokinines 282,2 2 141,1 14,32 0,000004 

Génotype *Concentration de cytokinine 120,1 3 40,0 4,06 0,009177 

Milieux*Concentration de cyokinine 1768,7 6 294,8 29,91 0,000000* 

Cytokinines*Concentration cytokinine 172,9 3 57,6 5,85 0,001035 

Génotype*Milieu*Cytokinines 557,4 2 278,7 28,28 0,000000* 

Génotype*Milieu*Concentration de cytokinine 137,4 6 22,9 2,32 0,038661 

Génotype*Cytokinines*Concentration de 

cytokinine 
197,4 3 65,8 6,68 0,000385 

Milieu*Cytokinines*Concentration de cytokinine 290,0 6 48,3 4,90 0,000205 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration 

de cytokinine 
133,7 6 22,3 2,26 0,043878 

Error 946,0 96 9,9     

 

Comparaison des moyennes  

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

Génotype Milieu Cytokinine 

*Concentration 

de  cytokinines 

Longueur 

moyenne 

des 

pousses / 

explant (cm) 

Goupe 

homogène 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM ZEA1 31,3 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM ZEA2 40,0 

             c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM ZEA3 74 ,0 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM ZEA4 52,3 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM BA1 24,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM BA2 33,3 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM BA3 53, 3 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide OM BA4 47,0 cd 



 
 

 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS ZEA1 35,7 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS ZEA2 42,0 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS ZEA3 78,7 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS ZEA4 71, 3 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS BA1 26,6 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS BA2 32,0 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS BA3 58,7 de 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MS BA4 58,0 de 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM ZEA1 43,3 hi 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM ZEA2 62,0 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM ZEA3 89,3 e 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM ZEA4 73,0 ig 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM BA1 33,3 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM BA2 56,6 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM BA3 74,0 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Triploide MSM BA4 59,6 de 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM ZEA1 28,3 ab 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM ZEA2 40,00 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM ZEA3 73,3 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM ZEA4 52,7 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM BA1 21,7 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM BA2 33,3 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM BA3 53,3 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide OM BA4 46,7 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS ZEA1 31,6 ab 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS ZEA2 43 ,3 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS ZEA3 73,3 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS ZEA4 68,3 ef 



 
 

 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS BA1 25 ab 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS BA2 31,6 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS BA3 60 de 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MS BA4 53,3 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM ZEA1 47,6 cd 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM ZEA2 63,3 e 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM ZEA3 88,3 g 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM ZEA4 70 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM BA1 23,3 ab 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM BA2 55 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM BA3 73,3 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
Diploide MSM BA4 51,7 d 

 

Annexe 29.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des Génotypes, milieux, la nature et la concentration 

des cytokinines sur la longeur moyenne de poussses / explant (cm)  

  S.C.E DDL C.M Test F probabilité 

Ordre d’origine 4827,699 1 4827,699 32829,82 0,000000* 

Génotype 0,280 1 0,280 1,90 0,168093 

Milieu 25,928 2 12,964 88,16 0,000000* 

Cytokinine 305,338 1 305,338 2076,39 0,000000* 

Concentration Cytokinine  117,396 3 39,132 266,11 0,000000* 

Génotype*Milieu 0,997 2 0,498 3,39 0,034143 

Génotype*Cytokinines 0,022 1 0,022 0,15 0,698108 

Milieu*Cytokinines 17,072 2 8,536 58,05 0,000000* 

Ecotypes*Concentration de cytokinine 0,842 3 0,281 1,91 0,126375 

Milieux*Concentration de cyokinine 15,367 6 2,561 17,42 0,000000* 

Cytokinines*Concentration   cytokinine 17,153 3 5,718 38,88 0,000000* 

Génotype*Milieu*Cytokinine 0,708 2 0,354 2,41 0,090572 

Génotype*Milieu*Concentration de 

cytokinine 
2,288 6 0,381 2,59 0,016933 

Génotype*Cytokinine*Concentration de 

cytokinine 
1,081 3 0,360 2,45 0,062212 

Milieu*Cytokinine*Concentration de 

cytokinine 
4,000 6 0,667 4,53 0,000153 

Génotype *Milieu* Cytokinines* 

Concentration de cytokinine 
2,182 6 0,364 2,47 0,022273 

Error 134,112 912 0,147     

 



 
 

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

Traitements 

Genotype Milieu Cytokinine 

*Concentration 

de  cytokinines 

Longueur 

moyenne des 

pousses / 

explant (cm) 

Gouppe 

homogene 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM ZEA1 1,4 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM ZEA2 1,8 

             b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM ZEA3 2 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM ZEA4 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM BA1 1,2 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM BA2 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide OM BA3 2, b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine Triploide OM BA4 1,8 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS ZEA1 2,3 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS ZEA2 3,4 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS ZEA3 2,9 e 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS ZEA4 2,7 d 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS BA1 1,2 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS BA2 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS BA3 2, b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MS BA4 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM ZEA1 1,4 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM ZEA2 1,9 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM ZEA3 1,9 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM ZEA4 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM BA1 1,4 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM BA2 1,9 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM BA3 1,9 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Triploide MSM BA4 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM ZEA1 1,3 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM ZEA2 3,2 f 



 
 

 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM ZEA3 3,04 ef 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM ZEA4 2,4 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM BA1 1,12 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM BA2 1,6 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM BA3 1,96 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide OM BA4 1,74 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS ZEA1 2,2 bc 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS ZEA2 2,2 bc 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS ZEA3 1,97 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS ZEA4 1,65 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS BA1 1,38 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS BA2 1,79 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS BA3 1,94 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MS BA4 1,59 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM ZEA1 2,5 c 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM ZEA2 3,6 f 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM ZEA3 3,1 ef 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM ZEA4 2,92 e 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM BA1 1,39 a 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM BA2 1,84 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM BA3 1,92 b 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration de 

cytokinine 
Diploide MSM BA4 1,56 a 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

Annexe 30.  Modèle ANOVA appliqué aux effets des génotypes, milieux et la nature et la 

concentration des cytokinines sur le nombre moyen de pousses /explant 

  SS DDL MS F p 

Ordre d’origine 3230,334 1 3230,334 27341,67 0,000000* 

Génotype 0,651 1 0,651 5,51 0,019116 

Milieu 4,856 2 2,428 20,55 0,000000* 

Cytokinine 2,301 1 2,301 19,48 0,000011 

Concentration Cytokinine  3,953 3 1,318 11,15 0,000000* 

Génotype*Milieu 0,577 2 0,289 2,44 0,087536 

Génotype*Cytokinines 0,301 1 0,301 2,55 0,110778 

Milieu*Cytokinines 3,215 2 1,607 13,60 0,000002 

Génotype*Concentration de cytokinine 0,803 3 0,268 2,27 0,079384 

Milieu*Concentration de cyokinine 3,194 6 0,532 4,51 0,000165 

Cytokinine*Concentration cytokinine 0,336 3 0,112 0,95 0,416159 

Génotype*Milieu*Cytokinine 0,627 2 0,314 2,65 0,070925 

Génotype*Milieu*Concentration de cytokinine 2,006 6 0,334 2,83 0,009805 

Génotype*Cytokinines*Concentration de 

cytokinine 
1,103 3 0,368 3,11 0,025621 

Milieu*Cytokinines*Concentration de cytokinine 3,235 6 0,539 4,56 0,000142 

Génotype *Milieu* Cytokinines* Concentration 

de cytokinine 
1,756 6 0,293 2,48 0,022061 

Error 107,750 912 0,118     

 

Comparaison des moyennes 

Méthode : PPDS. 95,0 % 

 

Traitements 

Génotype Milieu Cytokinine 

*Concentration 

de  cytokinines 

Nombre moyen 

de 

pousses/explant 

Gouppe 

homogène 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM ZEA1 1,10 a 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM ZEA2 1,60 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM ZEA3 1,85 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM ZEA4 1,85 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM BA1 1,75 b 



 
 

 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM BA2 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM BA3 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide OM BA4 1,90 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS ZEA1 1,90 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS ZEA2 1,90 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS ZEA3 1,95 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS ZEA4 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS BA1 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS BA2 1,70 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS BA3 1,90 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MS BA4 1,85 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM ZEA1 1,60 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM ZEA2 1,80 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM ZEA3 1,70 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM ZEA4 1,65 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM BA1 1,65 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM BA2 1,80 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Triploide MSM BA3 2,10 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 
Triploide MSM BA4 1,85 b 



 
 

 

de cytokinine  

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM ZEA1 1,95 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM ZEA2 1,60 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM ZEA3 1,85 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM ZEA4 1,85 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM BA1 1,75 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM BA2 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM BA3 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide OM BA4 1,90 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS ZEA1 1,95 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS ZEA2 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS ZEA3 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS ZEA4 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS BA1 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS BA2 1,80 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS BA3 1,95 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MS BA4 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM ZEA1 1,60 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM ZEA2 1,80 b 

Génotype *Milieu* Diploide MSM ZEA3 1,70 b 



 
 

 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM ZEA4 1,65 ab 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM BA1 1,65 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM BA2 1,80 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM BA3 2,00 b 

Génotype *Milieu* 

Cytokinines* Concentration 

de cytokinine  

Diploide MSM BA4 1,85 b 

 

 

 


