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Introduction et Objectifs 

L’olivier (Olea europaea L.) de la famille des oléacées est l’une des principales 

espèces cultivées dans la région méditerranéenne. Cette espèce est d’une grande importance 

dans le marché international de l’alimentation humaine pour ses bienfaits sanitaires et les 

qualités culinaires de ses produits (Cançado et al., 2013). Avec un verger dépassant 1 milliard 

d’oliviers et une superficie de culture dépassant 11 millions d’hectares dont plus de 96% est 

située dans les pays méditerranéens, la production oléicole annuelle est plus de 20 millions de 

tonnes d’olives en moyenne variant entre 2 et 3 millions de tonnes d’huile. L’olivier se trouve 

ainsi parmi les principales cultures oléagineuses au monde après le soja, colza, tournesol et le 

palmier à huile (FAOSTAT, 2022 ; COI, 2022). 

En Algérie, l’oléiculture est maintenue depuis longtemps sous forme d’une culture 

vivrière particulièrement dans les régions montagneuses (Lamani et Ilbert, 2016) et occupe 

plus de 46% des surfaces dédiées aux cultures fruitières. Avec un verger de plus de 60 

millions d’oliviers plantés sur environ 430 milles hectares, l’Algérie produit près de 860 

milles tonnes d’olives dont plus de 65% est destinée à l’extraction d’environ 100 milles 

tonnes d’huile en moyenne (MADR, 2019) soit l’équivalent de 4% de la production mondiale, 

occupant ainsi la 9ème place après le Maroc et la Syrie (COI, 2022). 

L’olivier compte une diversité génétique importante dépassant 2600 cultivars 

identifiés à travers le monde entier (Rugini et al., 2000 ; FAO, 2010) sélectionnés et 

multipliés par les agriculteurs principalement pour leur fruit (Rugini et al., 2008 ; Besnard et 

al., 2018 ; Rallo et al., 2018). 

En Algérie, Hauville (1953) suggèrent l’existence de plus de 150 variétés, alors que 

Mendil et Sebai (2006) n’ont caractérisé que 36 cultivars dont les appellations sont souvent en 

relation avec la région de culture, l’utilisation pratique ou bien pour les caractères 

morphologiques spécifiques au fruit (INRAA, 2006) et qui ont fait l’objet de certaines études 

moléculaires (Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Abdessemed et al., 2015 ; Haddad et al., 

2020). Les variétés les plus répandues sont ‘Chemlal’ comme olive à huile et ‘Sigoise’ 

comme olive de table alors que ‘Azeradj’ est à double utilisation. Par ailleurs, plusieurs 

travaux mentionnent d’autres variétés locales qui présentent des différences à l’échelle 

morphologique et moléculaire (Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Mansouri, 2014 ; 

Abdessemed et al., 2015 ; Abdessemed, 2017 ; Boukhari et al., 2020). De ce fait, le nombre 
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réel des cultivars d’olivier en Algérie peut être plus élevé vue le manque d’information sur les 

variétés locales à diffusion restreinte (Abdessemed et al., 2015 ; Abdessemed, 2017 ; 

Abdessemed et al., 2018 ; El Bakkali et al., 2019). 

Les méthodes classiques d’amélioration et de multiplication de l’olivier ont produit 

jusqu’à présent des résultats limités et sont incapables de répondre à la demande agricole 

(Palomo-Ríos et al., 2021) et d’achever seules des acquis significatifs (Cançado et al., 2013 ; 

Rugini et al., 2016) à cause de la période juvénile assez longue (10 à 15 ans) (Rugini et 

Silvestri, 2016) et des problèmes d’adaptation de l’espèce aux nouvelles conditions des zones 

de culture, des pratiques culturales dans le contexte du changement climatique (Rallo et al., 

2018 ; Cardoso et al., 2019 ; Rugini et al., 2020) en plus de pertes considérables de 

productivité entraînées par plusieurs maladies et ravageurs notamment la verticilliose et la 

tuberculose (Trapero et Blanco, 2017) ainsi que la mouche de l’olive (Alvarado et al., 2017) 

et récemment le syndrome du déclin rapide de l’olivier causé par Xylella fastidiosa (Sabella et 

al., 2018). En outre, les principaux cultivars en Algérie, tels que ‘Chemlal’ et ‘Azeradj’, sont 

récalcitrants au bouturage semi-ligneux et présentent une faible capacité d’enracinement 

(Fabbri et al., 2004). 

De ce fait, l’utilisation des méthodes biotechnologiques telles que la transformation 

génétique et l’induction de la variation somaclonale pourrait être d’une grande utilité pour la 

création variétale chez l’olivier. Toutefois, l’application de ces techniques nécessite 

l’établissement d’une approche de régénération in vitro efficace particulièrement pour les 

génotypes récalcitrants. Dans ce contexte, l’embryogenèse somatique semble être la technique 

la plus appropriée à l’application de ces outils biotechnologiques d’amélioration et de 

régénération in vitro chez plusieurs espèces ligneuses y compris l’olivier (Rugini et Gutiérrez-

Pesce, 2006 ; Sánchez-Romero, 2019 et 2021). 
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L’objectif global de notre travail est d’élaborer une approche biotechnologique pour 

l’obtention de plants d’olivier (Olea europaea L.) tolérants aux pathogènes fongiques avec 

une capacité d’enracinement améliorée chez le principal cultivar en Algérie ‘Chemlal’. Pour 

atteindre cet objectif, il faudrait : 

1. Etablir un protocole efficace de régénération in vitro de plantes entières d’olivier par 

embryogenèse somatique induite à partir de radicules d’embryons zygotiques du cultivar 

‘Chemlal’. L’effet de plusieurs facteurs et conditions de culture au cours des différentes 

étapes du processus d’embryogenèse somatique (induction de cals, prolifération et 

maintien, différenciation et maturation des embryons somatiques, germination, 

micropropagation et acclimatation des plantules) a été évalué. 

2. Evaluer l’effet de la sélection de certaines lignées de cals embryogènes d’olivier en 

présence du filtrat brut de la culture du Verticillium dahliae Kleb. dans le but d’induire une 

variation somaclonale et régénérer des plants d’olivier résistants au Verticillium. La 

pression sélective sera appliquée sur un milieu solide (sélection continue) ou en milieu 

liquide (sélection discontinue) contenant différentes concentrations du filtrat brut de la 

culture du champignon. 

3. Améliorer la capacité d’enracinement in vitro des microboutures issues des pousses 

obtenues après germination des embryons somatiques d’olivier à l’aide d’inoculation par 

Agrobacterium rhizogenes. Les bases des microboutures seront inoculées par immersion 

dans une suspension bactérienne et co-cultivées avant d’être introduites sur un milieu de 

culture additionné ou non d’une auxine afin d’évaluer la capacité d’enracinement chez les 

pousses développées. 
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1. L’olivier 

1.1. Taxonomie, origine et diversité génétiques 

L’olivier (Olea europaea L.) est une dicotylédone de la famille des Oléacées incluant 

environ 25 à 30 genres et approximativement 900 espèces (Rugini et Baldoni, 2005 ; Therios, 

2009) parmi lesquelles figurent le jasmin, le frêne, et le lilas. La famille des Oléacées est 

subdivisée en deux sous-familles : Oleideae et Jasminoidaceae (Johnson, 1957 ; Green, 

2002 ; Rugini et Baldoni, 2005 ; Mataix et Barbancho, 2006 ; Baldoni et Belaj, 2009 ; 

Therios, 2009). Selon la phylogénie des ‘Angiospermes’ récemment mise à jours par le 

groupe APG (2016) la famille des ‘Oléacées’ comprenant l’olivier cultivé est classée dans 

l’ordre des ‘Lamiales’ faisant partie de la sous-classe des ‘Astérides’ rattachée à la classe des 

‘Eudicotylédones’ ou ‘Tricoplates’. 

Le genre Olea inclut trois sous-genres : Olea, Paniculatae et Tetrapilus regroupant 

entre 30 et 40 espèces incluant des arbustes et arbres à feuilles persistantes (Green, 2002 ; 

Boskou, 2006) distribuées en Océanie, Asie, Afrique et la région méditerranéen (Rugini et 

Baldoni, 2005 ; Therios, 2009). Le sous-genre Olea se divise à son tour, en deux sections 

Ligustroides et Olea auquel fait partie l’espèce Olea europaea considérée comme l’unique 

espèce cultivée pour ses fruits comestibles charnus et riches en huile (Niaounakis et 

Halvadakis, 2006). De plus, en se basant sur la morphologie et la distribution 

géographique ; l’espèce Olea europaea inclut six sous-espèces: (i) O. europaea ssp. 

guanchica, des îles Canaries ; (ii) O. europaea ssp. cuspidata, de l’Asie et du Sud-est 

d’Afrique; (iii) O. europaea ssp. laperrinei du Sahara; (iv) O. europaea ssp. maroccana, 

présente au Maroc ; (v) O. europaea ssp. cerasiformis, typique des îles Canaries ; et (vi) O. 

europaea ssp. europaea du bassin méditerranéen, et qui inclut des variétés cultivées ou 

cultivars (var. sativa) et des formes sauvages ou oléastres (var. sylvestris) utilisés comme 

porte-greffes pour la variété sativa (Rugini et al., 2000 ; Green, 2002 ; Rugini et Baldoni, 

2005 ; Mataix et Barbancho, 2006 ; Baldoni et Belaj, 2009). Besnard et al. (2018) indiquent 

que les six espèces du genre Olea ont le même ancêtre présent il y a 4 à 8.3 millions d’années 

durant la fin du Miocène et le début du Pliocène. Par la suite, les six espèces se sont adaptées 

aux différents changements climatiques passés expliquant leur distribution actuelle. 

L’olivier (Olea europaea ssp. europaea) est une espèce diploïde à 2n = 2x = 46 

(Therios, 2009) dont l’origine génétique demeure sans réponse (Besnard et al., 2018). 
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L’olivier est probablement issu de l’hybridation naturelle entre plusieurs espèces du genre 

Olea (Chevalier, 1948 ; Breviglieri et Battaglia, 1954) notamment son ancêtre sauvage 

‘Oléastre’ (Díez et al., 2016 ; Rugini et al., 2020) permettant une introgression continue de la 

diversité génétique vers les variétés initialement cultivées (Besnard et al., 2018). 

L’olivier compte une diversité génétique importante dépassant 2600 cultivars 

identifiés à travers le monde (Rugini et al., 2000 ; FAO, 2010) sélectionnés et multipliés par 

les agriculteurs principalement pour la taille de leur fruit, la proportion occupée par la pulpe 

ainsi que la teneur en huile en plus de l’adaptation à certaines zones climatiques (Rugini et al., 

2008 ; Besnard et al., 2018 ; Rallo et al., 2018). De ce fait, trois types d’utilisations de l’olive 

peuvent exister : olive à l’huile, olive de table et celle à double fins. Toutefois, ce nombre de 

cultivars issus des croisements des anciennes variétés entre elles ou avec la forme sauvage de 

l’espèce (Angiolillo et al., 1999 ; Besnard et Bervillé, 2000 ; Rugini et al., 2008) est 

probablement sous-estimé à cause de l’apparition continue de nouvelles variétés par 

hybridation naturelle (Díez et al., 2016 ; Ben Mohamed et al., 2017) ou par mutations 

génétiques spontanées (Rallo et al., 2018). Il manque cependant, les informations sur les 

génotypes locaux qui sont, généralement, minoritaires avec une grande variabilité génétique 

(Muzzalupo et al., 2014 ; El Bakkali et al., 2019), menacés de disparaître par les nouvelles 

pratiques de culture adoptées (Díez et al., 2016 ; Mnasri et al., 2017) ainsi que l’introduction 

de nouvelles variétés étrangères au détriment de la diversité locale. Par ailleurs, la 

reconnaissance et l’identification des différents cultivars sont confrontées à plusieurs 

problèmes de confusion taxonomique, homonymie (différentes variétés avec une même 

appellation) ou synonymie (une variété avec différentes appellations) (Caballero et Del Rio, 

1999) en plus des variétés populations rassemblant des génotypes différents ayant des 

phénotypes plus ou moins proches (Ouazzani et al. 1996). 

De ce fait, les caractères morphologiques sont très anciennement utilisés pour la 

description, la distinction ainsi que la classification des différents cultivars d’olivier (Ruby, 

1917 in Idrissi et Ouazzani, 2006 ; Barranco et Rallo, 1984 ; Barranco, 1994 ; Cantini et al., 

1999 ; Barranco et Rallo, 2000 ; Barranco et al., 2000). Ainsi, une méthode de caractérisation 

primaire des variétés d’olivier (Barranco et Rallo, 1984 ; Barranco, 1994) sur la base de ces 

caractères morphologiques a été adoptée par le conseil oléicole international (COI) pour une 

meilleure valorisation agronomique de ces ressources génétiques (COI, 1997). Depuis, 

plusieurs travaux d’identification établis dans plusieurs pays oléicoles, ont démontré la grande 

utilité de ce type de marqueurs dans l’étude des ressources génétiques oléicoles (Titouh et al., 
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2021) tout en résolvant plusieurs cas d’homonymie et de synonymie et aboutissant à 

l’identification de milliers de variétés (Caballero et Del Rio, 1999). Par la suite, la 

conservation des ressources génétiques oléicoles est devenue une nécessité via la création 

d’un réseau international de collections vivantes d’olivier pour faire face aux risques 

d’érosion et de perte génétiques (Díez et al., 2016 ; Rallo et al., 2018). 

En Algérie, Hauville (1953) suggèrent l’existence de plus de 150 variétés d’olivier, 

alors que Mendil et Sebai (2006), en utilisant le descripteur adopté par le COI, n’ont identifié 

et caractérisé que 36 cultivars ou dénominations à travers le territoire national dont les 

appellations sont souvent en relation avec la région de culture ou de diffusion ainsi que leur 

utilisation pratique ou des caractères morphologiques spécifiques au fruit (INRAA, 2006 ; 

Dominguez-Garcia et al., 2012). Ces cultivars ont fait l’objet de certaines études moléculaires 

(Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Abdessemed et al., 2015 ; Haddad et al., 2020). Les variétés 

les plus répandues sont ‘Chemlal’ comme olive à huile et ‘Sigoise’ comme olive de table. 

Cependant, plusieurs travaux mentionnent d’autres appellations de variétés locales différentes 

sur le plan morphologique et même moléculaire de ce qui a été déjà caractérisé par Mendil et 

Sebai en 2006 (Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Mansouri, 2014 ; Abdessemed et al., 2015 ; 

Abdessemed, 2017 ; Boukhari et al., 2020). Par conséquent et sur la base d’actuelles 

prospections, le nombre réel des cultivars d’olivier en Algérie peut être plus élevé vue le 

manque d’information sur les variétés locales à diffusion restreinte (Abdessemed et al., 2015 ; 

Abdessemed, 2017 ; Abdessemed al., et 2018 ; El Bakali et al., 2019). 

Certains travaux ont démontré que ces descripteurs morphologiques et biométriques ne 

sont pas suffisants pour distinguer les cultivars des formes sauvages de l’olivier comme l’a 

déjà suggéré Green (2002) et Hannachi et al. (2008) tandis que d’autres ont mis en évidence 

l’influence de l’interaction génotype avec les conditions environnantes sur les caractères de 

description (Hannachi et al., 2017 ; Dridi et al., 2018). En outre, Barranco (1994) et Barranco 

et al. (2000) soulignent que les mesures biométriques doivent être accompagnées d’une 

description morphologique détaillée des organes utilisés pour l’identification, et ce, à cause 

des variations que peuvent induire les conditions environnementales et/ou la conduite 

culturale (Contento et al., 2002 ; Hadiddou et al., 2013). De ce fait, d’autres types de 

marqueurs biochimiques ou enzymatiques, moins influencés par le milieu, sont développés 

afin de compléter l’apport des descripteurs morphologiques dans la reconnaissance variétale 

chez l’olivier (Pontikis et al., 1980 ; Ouazzani et al., 1993 et 1995 ; Trujillo et Rallo 1995). 
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Par la suite, en raison des limites rencontrées même avec ces derniers marqueurs 

enzymatiques ; l’outil moléculaire (RAPD, SSR, ISSR, SNP, etc.) a contribué 

significativement dans la reconnaissance variétale ainsi que l’étude des relations génétiques 

inter et intra-spécifiques de l’olivier (Bogani et al., 1994 ; Vergari et al., 1996 ; Gemas et al., 

2000 ; Belaj et al., 2001 ; Besnard et al., 2001 ; Vargas et Kadereit, 2001 ; Carriero et al., 

2002 ; Cipriani et al., 2002 ; Dominguez-Garcia et al., 2012 ; Trujillo et al., 2014). 

Néanmoins, l’importance de la description morphologique demeure incontournable 

dans la classification, la reconnaissance et l’authentification des cultivars d’olivier (Mnasri et 

al., 2017 ; Titouh et al., 2021). La description morphologique a suscité un intérêt particulier 

ces dernières années en raison de la forte discrimination de certaines caractéristiques 

morphologiques notamment celles des fruits et noyaux (Titouh et al., 2021) ainsi que la 

corrélation positive montrée avec les autres types de marqueurs (Rotondi et al., 2003 ; 

Taamalli et al., 2006 ; D’Imperio et al., 2011 ; Emmanouilidou et Kyriacou, 2018 ; Pereira et 

al., 2018 ; El Bakkali et al., 2019). 

1.2. Origine et distribution géographiques 

L’olivier est originaire de l’Asie (Syrie, Asie Mineure ou l’Inde). Il est domestiqué, 

probablement, au moyen orient (Rugini et Baldoni, 2005) ou en méditerranée depuis 3000 ans 

A.C, malgré que des évidences scientifiques démontrent la présence de certaines formes 

d’olivier durant la dernière glaciation (18000 ans A.C) dans les régions méditerranéennes de 

l’Ouest et de l’Est (Díez et al., 2016 ; Rugini et al., 2020). 

Par la suite, l’olivier est répandu sur les deux rives de la mer méditerranéenne avec les 

migrations humaines durant les civilisations phénicienne et romaine (Boskou, 2006 ; Baldoni 

et Belaj, 2009 ; Rallo et al., 2018 ; Rugini et al., 2020). Au début du 15ème siècle, les 

espagnoles et les italiens l’ont introduit respectivement en Amérique latine et en Australie 

(Polymerou-Kamilakis, 2006 ; Rallo et al., 2018). 

L’habitat naturel de l’olivier cultivé se situe entre les latitudes 30º et 45º, des deux 

hémisphères nord et sud, dans des régions climatiques de type méditerranéen, caractérisées 

par un été sec et chaud (bassin méditerranéen). Dans l’hémisphère sud, l’olivier est présent 

dans les latitudes plus tropicales avec un climat modifié par l’altitude. Actuellement, il est 

également cultivé en Afrique du Sud, en Chine et au Japon (Green, 2002). 
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1.3. Caractéristiques botaniques et agronomiques 

L’olivier cultivé possède une tige cylindrique sous une frondaison plus ou moins 

arrondie avec des feuilles simples insérées généralement deux par nœud, plus ou moins 

lancéolées et persistantes. Le système racinaire de l’olivier dépend de l’origine du plant et des 

conditions du sol ainsi que la disponibilité de l’eau. En effet, lorsque l’arbre provient d’une 

graine, il se forme une racine pivotante principale possédant des racines latérales, alors que 

chez les plantes multipliées par voie végétative (bouturage) de multiples racines adventives 

horizontales se forment dans la zone basale de la bouture (Rapoport et al., 2016 ; Rugini et 

al., 2020). 

Les fleurs sont petites et actinomorphes groupées en inflorescences produites au cours 

du printemps sur les croissances végétatives de l’année précédant la floraison. Les fleurs 

peuvent être imparfaites (sans ovaires) ou parfaites donnant, après pollinisation anémophile et 

fréquemment allogame, à un fruit "drupe" sphérique, ovale ou elliptique d’une couleur violet-

bleuâtre, noir-rougeâtre ou rarement blanchâtre, avec une pulpe contenant une teneur plus ou 

moins élevée en huile qui varie selon le cultivar. L’endocarpe ou noyau englobe généralement 

une semence dont l’embryon occupe quasiment la totalité du volume de l’amande (Rugini, 

1995 ; Rapoport et al., 2016). 

L’olivier supporte bien les climats chauds, secs et froids et s’adapte à plusieurs types 

de sol grâce à son système racinaire. Cette espèce peut tolérer la sécheresse et la salinité de 

l’eau mieux que d’autres cultures fruitières du fait que ses organes possèdent des 

caractéristiques structurelles considérées comme adaptations xérophytiques réduisant la perte 

d’eau (Rapoport et al., 2016). De plus, l’olivier est l’une des espèces les moins exigeantes en 

matière de fertilisation et d’interventions culturales. Par conséquent, en dépit d’une alternance 

de production dépendant du génotype et des pratiques culturales (Rugini et al., 2020) ;  

l’olivier peut toujours maintenir une certaine productivité indépendamment de la région de 

plantation (Rugini et al., 2000 ; Mataix et Barbancho, 2006 ; Therios, 2009). Par ailleurs, la 

culture d’olivier est confrontée à plusieurs maladies et ravageurs pouvant entraîner des pertes 

considérables sur la productivité. Parmi les maladies les plus redoutées figurent la 

verticilliose, une trachéomycose causée par un champignon tellurique Verticillium dahliae et 

la maladie fongique de l’œil de paon due à Spilocaea oleaginea (Jiménez-Díaz et al., 2012) 

ainsi que les maladies bactériennes, telles que la tuberculose causée par la bactérie 

Pseudomonas savastanoi (Trapero et Blanco, 2017) et récemment le syndrome du déclin 
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rapide de l’olivier causé par Xylella fastidiosa (Sabella et al., 2018). En outre, la mouche de 

l’olive Bactrocea oleae et la teigne de l’olivier Prays oleae sont les principaux insectes 

ravageurs de l’espèce (Alvarado et al., 2017). 

1.4. Importance économique 

L’olivier est l’une des espèces cultivées les plus importantes dans la région 

méditerranéenne. Cette espèce est d’une grande importance dans le marché international de 

l’alimentation humaine par ses bienfaits sanitaires et les qualités culinaires de ses produits 

(Cançado et al., 2013). De plus, la diète méditerranéenne traditionnelle est considérée comme 

la plus bénéfique pour la santé par sa forte contenance en antioxydants présents dans l’huile 

d’olive, fruits et légumes (Rugini et al., 2008). Par ses multiples usages et son omniprésence 

dans les agrosystèmes ; l’olivier est le pilier économique et la pierre d’angle de l’agriculture 

méditerranéenne (Besnard et al., 2018). Avec un patrimoine oléicole estimé à plus de 1 

milliard d’oliviers ; sa superficie de culture dépasse les 11 millions d’hectares dont plus de 96 

% de la superficie cultivée se situe dans les pays méditerranéen, 1,2 % dans le continent 

américain, 0,4 % en Asie orientale et 0,4 % dans l’Océanie. Avec une production annuelle 

moyenne dépassant les 20 millions de tonnes d’olives dont 90% sont destinées à produire 

entre 2 à 3 millions de tonnes d’huile ; l’olivier est parmi les principales cultures oléagineuses 

au monde après le soja, le colza, le tournesol et le palmier à huile (FAOSTAT, 2022 ; COI, 

2022). 

En Algérie, l’oléiculture occupe plus de 46% des surfaces dédiées aux cultures 

fruitières. Avec un verger de plus de 60 millions d’oliviers plantés sur environ 430 milles 

hectares, l’Algérie produit plus de 860 milles tonnes d’olives dont plus de 65% est destinée à 

l’extraction de l’huile (MADR, 2019) soit environ 100 milles tonnes d’huile d’olive 

l’équivalent de 4% de la production mondiale, occupant ainsi la 9ème place après le Maroc et 

la Syrie (COI, 2022). En effet, plus d’un tiers de la production nationale des olives destinées à 

l’huile provient principalement de trois wilayas de la "Kabylie" : Béjaïa, Tizi Ouzou et Bouira 

comptant plus de 30% de la superficie oléicole nationale (MADR, 2019). De même, ces 

wilayas abritent seules près de 65% des huileries où plus de 60% sont de type traditionnel 

(Lamani, 2014). 

L’oléiculture algérienne est maintenue depuis longtemps sous forme d’une culture 

vivrière particulièrement dans les régions montagneuses (Lamani et Ilbert, 2016) où 
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l’extraction de l’huile d’olive est réalisée principalement d’une manière traditionnelle dans 

des huileries fonctionnant avec le système de pression mécanique ou hydraulique (Titouh et 

al., 2020) alors que le système continu par centrifugation représente à peine 20% de la chaîne 

oléicole (Mendil, 2009). 

Au cours des dernières années, l’oléiculture est considérée comme l’une des plus 

importantes filières agricoles en Algérie (Journal officiel N°19/2015) et a connu de profondes 

mutations, pour sa mise à niveau nécessaire à son intégration dans l’économie mondiale 

(Boudi et al., 2013 ; Aït Mouloud, 2014). Dans ce contexte, de nouvelles plantations plus 

intensives sont installées dans des zones très arides (Ouargla, Oued Souf, Biskra, etc.) ainsi 

que la modernisation des huileries et des confiseries (Hadjou et al., 2013) en plus de plusieurs 

mesures d’accompagnement telles que l’attribution de labels et d’indications géographiques 

pour les produits oléicoles (Olive de table du Sig à Mascara), création d’associations et 

d’offices dédiés à l’olivier ainsi que l’organisations de fêtes oléicoles et les programmes de 

vulgarisation sur les bonnes pratiques (Mendil, 2009 ; Hadjou et al., 2013 ; Aït Mouloud, 

2014 ; Lamani, 2014) ont contribué significativement au développement de la filière. 

1.5. Amélioration génétique de l’olivier par les méthodes conventionnelles 

L’amélioration génétique classique est initiée durant la seconde moitié du 20ème siècle 

et elle représente jusqu’à présent la stratégie la plus prometteuse pour disposer de nouveaux 

cultivars plus adaptés aux nouvelles conditions de culture et du milieu (Rallo et al., 2018). 

Elle représente une solution adéquate pour faire face aux problèmes de l’oléiculture, 

particulièrement les maladies. Néanmoins, ce type d’amélioration est trop compliqué vu la 

période juvénile assez longue d’olivier (entre 10 et 15 ans), dépendant particulièrement du 

génotype ainsi que le manque d’informations sur les aspects génétiques de l’espèce (Rugini et 

Silvestri, 2016). Malgré que l’olivier est une espèce allogame ; les fleurs de certains cultivars 

sont complètement autostériles, alors que d’autres sont plus ou moins auto-fertiles en plus de 

la courte durée de floraison ce qui rend la castration-pollinisation très difficile à pratiquer 

(Rugini et al., 1995 ; Rugini, 1995 ; Rugini et Baldoni, 2005 ; Rallo et al., 2018). 

Les principaux objectifs des programmes d’amélioration de l’olivier sont : la réduction 

de la période improductive ou juvénile, l’augmentation du nombre et de la taille des 

fruits, l’augmentation de la teneur et de la qualité de l’huile d’olive, la diminution du 

phénomène de l’alternance, la réduction du volume et/ou la modification de l’architecture de 
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l’arbre pour faciliter la taille et la récolte mécaniques, l’amélioration de la résistance aux 

stress biotique (maladies et insectes ravageurs) et abiotique (sécheresse, froid, etc.), 

l’obtention de l’auto-fertilité pour réduire la dépendance aux pollinisateurs (Baldoni et Belaj, 

2009 ; Rallo et al., 2018 ; Sánchez-Romero, 2019). En plus, des tentatives pour augmenter la 

capacité d’enracinement et l’adaptation à d’autres climats et milieux pour étendre l’aire de la 

culture (Rugini, 1995). 

Du fait que l’olivier se multiplie principalement par greffage, son amélioration est 

orientée sur les deux parties du plant : la partie basale ou porte-greffe et la partie aérienne ou 

greffon (cultivar ou variété). Plusieurs études ont mis en évidence l’influence de l’origine du 

porte-greffe, pouvant être issus du semis ou de l’oléastre, sur le rendement de la variété 

(Rugini et Baldoni, 2005 ; Baldoni et Belaj, 2009). Par ailleurs, des porte-greffes clonaux ont 

été sélectionnés pour leur compatibilité au greffage avec une capacité d’enracinement 

améliorée qui modifient la vigueur du greffon, alors que d’autres modifient la tolérance au 

froid, la sécheresse et la résistance aux maladies racinaires (Rugini et Baldoni, 2005) alors 

que d’autres travaux ont portés sur la sélection de clones nains ou résistants aux maladies 

(Rugini et al., 2020). Actuellement, presque tous les programmes d’amélioration incluent 

comme objectif la résistance à la verticilliose et l’œil de paon (Rallo et al., 2018 ; Rugini et 

al., 2020). Par contre, l’amélioration du greffon est orientée vers les traits végétatifs et 

reproductifs, résistance aux maladies et ravageurs, tolérance au froid, sécheresse et stress salin 

en plus de l’amélioration de la qualité et la teneur en huile, l’autofertilité et l’adaptation aux 

systèmes de culture intensive, et beaucoup plus la réduction de la période juvénile 

improductive (Rugini et Baldoni, 2005 ; Rallo et al., 2018 ; Rugini et al., 2020). 

Les principales étapes d’un programme d’amélioration de l’olivier sont : (i) Établir un 

inventaire des variétés existantes et la détermination de leur valeur agronomique suivi d’une 

conservation in-situ ou ex-situ, ensuite (ii) Réaliser des croisements par hybridation et 

sélection préliminaire. La première étape est en exécution dans plusieurs pays méditerranéens, 

néanmoins la seconde n’est initiée qu’en Espagne et quelques autres pays (Palestine occupée, 

Italie, Grèce, Maroc) (Baldoni et Belaj, 2009 ; Rallo et al., 2018). Par conséquent, en dépit 

des nombreux cultivars développés par ces méthodes classiques ; seulement quelques variétés 

ont montré un intérêt pratique au contexte actuel de la culture (Rugini et Baldoni, 2005) et la 

grande partie des cultivars utilisés commercialement provient des sélections faites par les 

oléiculteurs à travers plusieurs siècles et multipliés par bouturage et/ou par greffage (Rallo et 

al., 2018). 
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Parmi les résultats de l’amélioration classique de l’olivier en Italie, les cultivars 

‘FS17’ ou ‘Favolosa’ et ‘Don Carlo’ (Fontanazza et al., 1998). Alors qu’en Palestine occupée, 

le nouveau cultivar ‘Maalot’ résistant à l’œil de paon, est sélectionné à partir d’une 

autofécondation de la génération F1 de plantules semi-résistantes du cultivar Chemlali. Les 

cultivars ‘Barena’ avec une vigueur et type de croissance verticale et ‘Kandesh’ comme olive 

de table sont sélectionnés à partir de populations de plantules obtenues de parents inconnus 

tandis que le nouveau cultivar ‘Askal’, un hybride du croisement entre Barena x Manzanillo, 

est sélectionné pour son adaptation au milieu et son bon rendement en plantations intensives 

(Lavee et al., 2003). Par la suite, trois nouveaux cultivars ‘Arno’, ‘Tevere’ et ‘Basento’ sont 

obtenus du croisement de Picholine x Manzanillo (Baldoni et Belaj, 2009). Récemment, 

plusieurs autres cultivars ont été développés particulièrement pour les plantations intensives. 

En Italie, la variété ‘Lecciana’ dérivant du croisement entre ‘Arbosana’ et ‘Leccino’ 

(Camposeo, 2017). En Espagne, le cultivar ‘Oliana’ issu du croisement entre ‘Arbequina’ et 

‘Arbosana’ (Cunill et Duran, 2014) ainsi que le nouveau cultivar ‘Chiquitita’, dérivé d’un 

croisement entre ‘Picual’ et ‘Arbequina’. Ce dernier cultivar est caractérisé par une 

production précoce et un rendement élevé en huile, une faible vigueur, une frondaison 

compacte et des branches suspendues ce qui le rendent plus approprié pour les plantations 

intensives (Rallo et al., 2008). 

Récemment, la sélection de nouveaux cultivars chez l’olivier est devenue plus rapide 

suite au développement des marqueurs moléculaires. Un marqueur moléculaire SCAR lié 

avec la tolérance à l’œil de paon est développé (Hernández et al., 2001). Des  marqueurs SSR 

et AFLP sont utilisés pour des essais de paternité dans la progéniture d’olivier et d’oléastre, 

ainsi que pour étudier la compatibilité entre variétés et identifier, d’une manière évidente, les 

sélections dans un programme d’amélioration (Rallo et al., 2018). Une des contributions 

majeures des marqueurs moléculaires dans l’amélioration de l’olivier est la construction de 

cartes génétiques et la détection de QTLs de plusieurs traits agronomiques (Baldoni et Belaj, 

2009). 

2. Biotechnologies appliquées à l’olivier 

L’utilisation des outils biotechnologiques pourrait être d’une grande utilité pour 

l’amélioration et la conservation des ressources génétiques oléicoles du fait que les méthodes 

conventionnelles d’amélioration et de multiplication n’ont produit jusqu’à présent que des 

résultats limités et sont incapables d’achever seuls des acquis significatifs (Cançado et al., 
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2013 ; Rugini et al., 2016). En effet, durant la dernière décade ; un progrès significatif est mis 

au point dans le développement des techniques de clonage de l’olivier (Rallo et al., 2018) en 

dépit de certaines difficultés rencontrées telles que l’établissement de cultures stériles in vitro, 

l’oxydation et la nécrose des explants ainsi que la morphogénèse à partir des tissus de certains 

cultivars (Rugini et Silvestri, 2016). 

2.1. Techniques de multiplication de l’olivier in vitro 

La multiplication végétative pourrait être induite dans les cultures tissulaires par le 

biais des bourgeons axillaires ou de l’embryogenèse somatique pour produire rapidement un 

grand nombre de plantes à partir de génotypes sélectionnés et pour répondre à la demande 

croissante d’oliviers certifiés à la fois pour la fidélité génétique et les caractéristiques 

phytosanitaires. Toutefois, le succès commercial de l’application de ces techniques dépend 

principalement de l’absence de variants somaclonaux parmi les plantes produites (Leva, 

2009). 

Cette technique implique la propagation sous conditions contrôlées des cultivars 

d’olivier, pour produire des plants génétiquement identiques et indemnes de pathogènes 

notamment chez les variétés présentant des difficultés de propagation par bouturage. Chez 

l’olivier, il est possible de produire des plantes à partir des tissus zygotiques et matures de 

plusieurs cultivars avec plusieurs techniques : (1) Micropropagation par stimulation des 

bourgeons axillaires, (2) Germination des embryons zygotiques et micro-greffage in vitro, (3) 

Organogénèse et (4) Embryogenèse somatique et production de semences artificielles par 

cryoconservation (Rugini et Gutiérrez-Pesce, 2006). 

2.1.1. Microbouturage et micropropagation 

La micropropagation de l’olivier par stimulation des bourgeons axillaires remonte aux 

années 80. Elle est actuellement une réalité commerciale pour la production de plants de 

plusieurs cultivars à travers les pays oléicoles (Rugini et al., 2020 ; Mirzaei et al., 2021). Les 

explants utilisés sont généralement des sections nodales avec des bourgeons latéraux forcés de 

s’allonger in vitro et suivi de la propagation des pousses obtenues par segmentation : 

élongation -fragmentation (Lambardi et al., 2013) produisant des plants d’une bonne qualité 

phytosanitaire en plus d’une conformité et stabilité génétiques garanties et confirmées par 

analyses moléculaires (Leva et Petruccelli, 2012 ; Mirzaei et al., 2021) ainsi qu’un 

comportement normal lors du transfert en conditions naturelles (Leva, 2009 ; Brito et al., 
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2010) en dépit de quelques variations observées chez les plants régénérés après de longues 

périodes de maintien in vitro (Peyvandi et al., 2009b ; Farahani et al., 2011a et b) ou in vivo 

(Briccoli Bati et al., 2006). En effet, le processus de la micropropagation inclut généralement 

les étapes suivantes : (1) Collecte et désinfection des explants, (2) Initiation et développement 

des pousses, (3) Élongation et enracinement et (4) Acclimatation des vitroplants et transfert 

sur champ (Fabbri et al., 2004). 

 Collecte et désinfection des explants : 

Le microbouturage de l’olivier est confronté à plusieurs problèmes tels que 

l’oxydation et la nécrose des explants, la faible croissance ainsi que la forte influence du 

génotype, ainsi que les difficultés de désinfection (Lambardi et al., 2013 ; Rallo et al., 2018 ; 

Rugini et al., 2020). De ce fait, les explants provenant d’une source présentant des 

caractéristiques intéressantes avec une bonne croissance végétative durant la période 

automnale ou printanière et particulièrement un bon état sanitaire permet de réduire 

significativement le risque des contaminations ainsi qu’un bon développement (Yakoub-

Bougdal et al., 2007). En outre, un lavage avec de l’eau contenant un détergent suivi d’un 

rinçage par eau seule ensuite la désinfection par un trempage dans de l’hypochlorite de 

sodium (NaOCl) à diverses concentrations et différentes durées suivi de plusieurs rinçages par 

l’eau distillée stérile ainsi que l’élimination des parties brunies qui étaient en contact avec 

l’agent de désinfection ; permet d’avoir les meilleurs résultats (Fabbri et al., 2004). De plus, la 

suppression des feuilles des boutures réduit le risque des contaminations mais aussi améliore 

significativement la réactivité des explants (Antonopoulou et al., 2012). Toutefois, une brève 

immersion dans l’éthanol dilué ou une solution fongicide (Brito et al., 2010) avant la 

désinfection ou même l’utilisation d’autres désinfectants tels que le chlorure du mercure 

‘HgCl2’ ou l’hypochlorite de calcium ‘CaOCl’ avec l’intégration d’un antibiotique (Sghir et 

al., 2005 ; Zacchini et De Agazio, 2004) ou récemment l’incorporation de nanoparticules 

d’argent dans le milieu de culture (Rostami et Shahsavar, 2009) ont permis de réduire 

significativement l’apparition des contaminations d’origine endogène. 

 Initiation et développement des pousses : 

Le développement de pousses d’olivier in vitro est principalement influencé par la 

composition chimique et hormonale du milieu d’induction, qui sont étroitement spécifiques au 

génotype en culture (Mirzaei et al., 2021). 
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En effet, l’initiation des cultures se fait souvent sur le milieu "OM" conçu par Rugini 

(1984) sur la base de l’analyse chimique de feuilles et des embryons zygotiques. En 

comparaison avec le milieu MS (Murashige et Skoog, 1962) couramment utilisé en culture in 

vitro ; le milieu OM est moins riche en nitrogène mais plus enrichi en micro-éléments. 

Depuis, ce milieu est fréquemment employé pour l’établissement des cultures de plusieurs 

cultivars d’olivier à travers le monde (Lambardi et al., 2013) malgré que d’autres 

compositions minérales telles que MS (Murashige et Skoog, 1962), WPM (Lloyd et McCown, 

1980), DKW (Driver et Kuniyuki, 1984) ou RP (Roussos et Pontikis, 2002) étaient plus 

utilisées pour d’autres variétés (Bartolini et al., 1990 ; Grigoriadou et al., 2002 et 2005 ; 

Charbaji et al., 2008 ; Donini et al., 2008 ; Peyvandi et al., 2009a ; Vidoy-Mercado et al., 

2012). 

De plus, la réduction ou la modification de la concentration de un ou plusieurs 

éléments chimiques (Nitrates, Macro- ou micro-éléments) ou additifs tels que le saccharose 

(Dimassi, 1999 ; Brhadda et al., 2003b ; Zacchini et De Agazio, 2004 ; Binet et al., 2007 ; 

Brito et Santos, 2009 ; Padilla et al., 2009 ; Chaari-Rkhis et al., 2011) ou même la substitution 

ou l’addition de certains composés (Mannitol, Dikegulac, etc.) (Leva et al., 1994 ; Roussos et 

Pontikis, 2002 ; Farahani et al., 2008 ; Mendoza-de Gyves et al., 2008 ; Leva, 2011 ; Leva et 

al., 2012a ; Mirzaei et al., 2021) permettent d’aboutir à de meilleures réponses. 

En outre, la présence d’une cytokinine notamment la Zéatine à une concentration 

pouvant atteindre 10 ou 20 mg l-1 est indispensable pour le développement de pousses 

(Abousalim et al., 2005 ; Lambardi et al., 2013 ; Farooq et al., 2017 ; Mirzaei et al., 2021) 

quoique de bons résultats sont obtenus aussi avec d’autres cytokinines telles que la BAP ou 

TDZ (García-Férriz et al., 2002 ; Peixe et al., 2007 ; Rostami et Shahasavar, 2012) ou le 2iP 

(Peyvandi et al., 2009a) ce qui indique que l’effet de la cytokinine est fortement dépendant du 

génotype (Micheli et al., 2010 ; Mirzaei et al., 2021). 

Par ailleurs, l’initiation des cultures se fait généralement sur un milieu solide tandis 

que Grigoriadou et al. (2005) ont développé une nouvelle méthode de prolifération en 

immersion temporaire sur un milieu WPM liquide permettant un développement très 

significatif des pousses. De ce fait, l’effet du milieu de culture ainsi que sa composition et son 

type interagissent directement avec le génotype et l’explant à multiplier (Cozza et al., 1997 ; 

Mirzaei et al., 2021). 
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 Elongation et enracinement des pousses : 

Les pousses induites sont très courtes pour être enracinées. Afin d’avoir des plantules 

prêtes à l’enracinement ; une phase d’élongation est nécessaire sur un milieu additionné d’une 

gibbérelline GA3 à des concentrations allant jusqu’à 40 mg l-1 seule ou en combinaison avec 

une cytokinine (Dimassi et al., 1999 ; Grigoriadou et al., 2002 ; Khan et al., 2002 ; Fabbri et 

al., 2004 ; Chaari-Rkhis et al., 2006 ; Rostami et Shahasavar, 2012 ; Vidoy-Mercado et al., 

2012 ; Lambardi et al., 2013). 

L’enracinement est une phase critique dans le processus de la micropropagation du 

fait qu’elle influence directement l’acclimatation aux conditions externes (Cançado et al., 

2013). En effet, l’enracinement des pousses est réalisé généralement en deux étapes débutant 

par une courte exposition à une auxine souvent AIB ou ANA pendant 1 à 2 semaines sous 

obscurité suivie d’un transfert sur un milieu dépourvu d’auxines et contenant une cytokinine 

(Zéatine) (Rugini, 1984 ; Abousalim et al., 2005 ; Farooq et al., 2017). De même, une 

immersion dans une solution d’AIB pendant quelques secondes (Sghir et al., 2005 ; Peixe et 

al., 2007 ; Chaari-Rkhis et al., 2011) ou jusqu’à 30 mn (Bartolini et al., 1990) avant la mise 

en culture améliore significativement l’enracinement des boutures. Padilla et al. (2009) 

proposent une méthode d’enracinement en une seule étape consistant en une immersion dans 

une solution d’AIB traversé par des pulsations électriques. 

Par ailleurs, Leva (2011) propose un enracinement direct ex vitro par immersion dans 

une solution d’ANA des bases de pousses ou microboutures tri-nodales issues après plusieurs 

générations de propagation avant de les incuber sous photopériode dans des pots de Coco. De 

plus, Chaari-Rkhis et al. (2011) ont trouvé que les pousses multi-nodales portant un apex 

forment plus de racines que celles décapitées. En addition, Peyvandi et al. (2010a) indiquent 

que l’inoculation des pousses et du substrat par Pseudomonas fluorescens améliore 

significativement la qualité d’enracinement réalisé. Toutefois, l’enracinement peut être 

amélioré uniquement par incorporation d’autres composés dans le milieu tels que la 

putrescine synthétique (Rugini et al., 1988 ; Rugini et al., 1993 ; Cozza et al., 1997 ; 

Grigoriadou et al., 2002 et 2003), le charbon actif (Rugini, 1984 ; Peixe et al., 2007 ; Yakoub-

Bougdal et al., 2007), colorant noircissant le milieu (Rugini et al., 1993 ; Mencuccini, 2003) 

ou la couverture de la base du tube de la culture (Chaari-Rkhis et al., 2011). 
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 Acclimatation des vitroplants et transfert sur champ : 

L’acclimatation est une phase critique du processus de micropropagation (Chaari-

Rkhis et al., 2015). Elle est généralement réalisée dans des serres dont la lumière et la 

température sont contrôlées (Rallo et al., 2018 ; Rugini et al., 2020). En effet, les plantules 

sont détachées du milieu gélosé et leurs racines sont lavées pour éliminer la gélose, ensuite 

trempées dans une solution de fongicide pour éviter toutes contaminations ultérieures. Par la 

suite, les plantules sont cultivées dans des pots contenant un substrat drainant tel que la perlite 

ou vermiculite mélangé avec la tourbe (Fabbri et al., 2004 ; Lambbardi et al., 2013). 

L’addition d’un fertilisant au substrat ou l’irrigation à l’aide d’une solution minérale (Peixe et 

al., 2007 ; Brito et al., 2010 ; Chaari-Rkhis et al., 2011) ou l’inoculation des racines par 

mycorhize (Binet et al., 2007) ou même la pulvérisation des feuilles par une solution de GA3 

(Rugini, 1984 ; Cañas et Benbadis, 1988) permettent un bon développement des plantules lors 

de l’acclimatation. Les pots sont couverts par du film plastique transparent dans lequel on 

réalise après une certaine période des perforations pour diminuer graduellement l’humidité 

relative (Fabbri et al., 2004). Les plantules sont ensuite plantées en pépinière pour une 

certaine période pour atteindre la taille adéquate permettant leur transfert en plein champ. 

2.1.2. Germination d’embryons zygotiques et micro-greffage in vitro 

La culture d’embryons zygotiques est une méthode très intéressante pour les études sur 

le développement et la dormance embryonnaires ainsi que la croissance végétative du fait 

qu’elle assure une source importante de matériel végétal axénique en plus de la création 

variétale via le sauvetage d’embryons immatures obtenus après croisement entre parents 

génétiquement éloignés (Haslam et Yeung, 2011 ; Cançado et al., 2013). 

Chez l’olivier, la culture d’embryons zygotiques remonte à la fin des années 70 

lorsque Diamantoglou et Mitrakos (1979) ont décrit pour la première fois l’isolement des 

embryons de la semence d’oléastre et leur mise en germination sur un simple milieu nutritif 

solide. À partir des années 80, plusieurs études indiquent l’utilisation des embryons 

zygotiques entiers ou leurs différentes parties pour l’induction de l’embryogenèse somatique 

(Rugini et Tarini, 1986 ; Rugini, 1988), organogenèse (Cañas et Benbadis, 1988) ou pour la 

génération de plants d’olivier in vitro à utiliser comme porte-greffes (Cañas et al., 1987 ; 

Haddadi et Yakoub-Bougdal, 2010) ou pour la création variétale après croisements contrôlés 

entre différents cultivars (Montilon et al., 2022) afin de contrecarrer le problème de dormance 
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physique et biochimique observées chez la semence entière (Acebedo et al., 1997 ; Haslam et 

Yeung, 2011 ; Montilon et al., 2022). 

Les amandes extraites à partir d’olives plus ou moins matures sont désinfectées 

habituellement par une solution d’hypochlorite de sodium (NaOCl) suivi de plusieurs rinçages 

à l’eau distillée stérile avant d’être incubées en imbibition sous obscurité à la température 

ambiante pendant 48-72h afin de faciliter la séparation de l’embryon du tégument. En effet, la 

composition optimale du milieu de culture change avec le degré de maturité de l’embryon 

(Haslam et Yeung, 2011 ; Cançado et al., 2013) quoique, chez l’olivier la germination est 

achevée après 6 à 8 semaines d’incubation sur des milieux réduits tels que MS (Acebedo et 

al., 1997 ; Brhadda et al., 2000 ; Troncoso et al., 2003 ; Kiani et al., 2006 ; Haddadi et 

Yakoub-Bougdal, 2010 ; Souza et al., 2012 et 2013 ; Chamandoosti, 2014), OM (Cañas et al., 

1987 ; García et al., 2002 ; Zienkiewicz et al., 2011), WPM (Germanà et al., 2014) ou même 

sur une simple eau gélosée (Voyiatzis, 1995 ; Pritsa et al., 1999). 

La capacité germinative des embryons zygotiques est fonction de leur degré de 

maturité. En effet, une récolte tardive réduit fortement la germination des embryons à cause 

de l’accumulation de substances inhibitrices de la germination dans l’albumen et les tissus 

embryonnaires (Kiani et al., 2006). De plus, les embryons matures germent facilement même 

en absence de régulateurs de croissance tandis que les embryons immatures nécessitent 

impérativement la présence d’hormones notamment les cytokinines telles que la Zéatine 

(Troncoso et al., 2003 ; Montilon et al., 2022). De même, Souza et al. (2013) indiquent que 

l’addition de l’eau de coco au milieu de germination améliore significativement le 

développement des plantules qui en dérivent des embryons zygotiques vue sa richesse en 

éléments nutritifs particulièrement les cytokinines. Toutefois, une balance hormonale 

déséquilibrée peut provoquer des variations phénotypiques chez les plants obtenus (Haddadi 

et Yakoub-Bougdal, 2010) ou une callogenèse suivie d’une organogenèse (Chamandoosti, 

2014). 

La germination de l’olivier in vitro peut être améliorée par les conditions de pré-

culture ou durant l’incubation des graines. En effet, l’élimination de l’endocarpe et de 

l’albumen améliore la germination mais aboutit à la formation de plantules souvent de taille 

plus réduite par rapport à celles issues de la semence entière (Acebedo et al., 1997 ; Germanà 

et al., 2014). Ceci serait dû au fait que les réserves dans les cotylédons sont mobilisés 

graduellement à partir de l’endosperme jusqu’à l’autotrophie des plantules (Zienkiewicz et al., 
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2011). Par conséquent, une concentration de 10 à 20 g l-1 de saccharose est largement 

suffisante pour une bonne germination alors que les concentrations les plus élevées peuvent 

avoir un effet négatif même sur les pousses issues par micropropagation (García et al., 2002). 

De plus, l’incubation continue des cultures à des températures variant de 10 à 20°C ou une 

pré-incubation à une basse température d’environ 10°C durant 2 à 3 semaines suivie de la 

culture sous 15 à 20°C permettent une bonne germination tandis que les températures 

supérieurs à 25°C la réduisent fortement (Voyiatzis, 1995 ; Brhadda et al., 2000). En plus, le 

maintien des cultures sous une photopériode aboutit à une germination plus rapide et à des 

plantules bien développées que sous l’obscurité (Souza et al., 2012). 

Peu d’études sont réalisées sur le micro-greffage de l’olivier, particulièrement dans le 

but d’induire un rajeunissement chez les cultivars récalcitrants. En effet, Revilla et al. (1996) 

ont décrit le micro-greffage en fente de pousses apicales du cultivar ‘Arbequina’ régénérées in 

vitro par microbouturage sur des microboutures multi-nodales issues de la germination des 

embryons zygotiques et dont les bourgeons axillaires sont éliminés pour éviter la reprise du 

porte-greffe. Après l’assemblage du greffon et du porte-greffes par un anneau de silicone ; la 

formation de cals suivie de l’union cellulaire aboutissant à la différenciation de tissus 

vasculaires sont observés durant les deux premières semaines de culture (Troncoso et al., 

1999) aboutissant à des plants bien développés après environ 8 semaines (Revilla et al., 

1996). Dans ce cas, les cultures sont incubées sous photopériode et sur un milieu riche en 

cytokinine. Revilla et al. (1996) ont utilisé le milieu DKW additionné de 1 mg l-1 de BAP 

alors que Farahani et al. (2011c) ont incubé les micro-greffes du cultivar ‘Zard’ sur 

‘Koroneiki’ sur le milieu OM contenant de la Zéatine. Par ailleurs, Rache-Cardenal et al. 

(2008) indiquent que la 2iP additionnée au milieu MS permet un bon taux de survie et de 

reprise du greffon par rapport à la BAP. 

2.1.3. Organogenèse 

L’organogénèse est la base fondamentale de la multiplication végétative in vitro. C’est 

le processus par lequel des cellules de n’importe quel tissu se différencient pour produire 

différents organes (racines, bourgeons, etc.) après formation de cal (Margara, 1984 ; Fabbri et 

al., 2004). Chez l’olivier, les principaux types d’organogenèse obtenue consistaient en des 

racines et pousses après formation de cals. En effet, une callogenèse précédant la formation de 

racines est obtenue pour la première fois par Grossoni (1979) à partir de tissus adultes 

(segments inter-nodaux) du cultivar ‘Frantoio’ sur les milieux ½ Knop et MS additionnés 
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d’ANA et Kinétine. Par la suite, Cañas et Benbadis (1988) ont observé la formation de racines 

et de pousses sur les cals issus de la culture des sections basales de cotylédons d’embryons 

zygotiques respectivement en présence d’AIB et de 2iP. De même, Orinos et Mitrakos (1991),  

Trabelsi et al. (2003) et Brhadda et al. (2008) indiquent l’apparition de racines sur les cals des 

segments cotylédonaires après trois semaines de culture sur un milieu riche en AIB ou ANA. 

De plus, des tissus matures (pétioles, fragments foliaires et bourgeons) sont utilisés par 

Mencuccini et Rugini (1993),  Rugini et Caricato (1995), Capelo et al. (2010) et Bahrami et 

al. (2010) en présence de cytokinines notamment TDZ seul ou avec l’ANA pour induire la 

formation de pousses et de racines dès les premières semaines de culture tandis que Rugini 

(1988) indique l’obtention de racines uniquement chez les disques de feuilles sur un milieu 

contenant du 2,4-D ou ANA en combinaison avec la BAP. 

2.1.4. Embryogenèse somatique 

L’embryogenèse somatique est un processus morphogénétique par lequel des cellules 

somatiques produisent une structure bipolaire morphologiquement semblable à l’embryon 

zygotique appelée ‘embryon somatique’ capable de se développer en une plante entière 

(Pliego-Alfaro et Barceló-Muñoz, 2001 ; Neumann et al., 2009). L’embryogenèse somatique 

implique une conversion de l’état somatique vers un autre état embryogène par des 

changements cellulaire, biochimique, génétique et épigénétique coordonnées, et qui sont 

induits par un stress exogène qui déclenche une expression massive de gènes (Aguilar-

Hernández et Loyola-Vargas, 2018). Les embryons somatiques peuvent se différencier 

directement de l’explant (embryogenèse somatique directe) ou indirectement après formation 

d’un cal (embryogenèse somatique indirecte) (Von Arnold, 2008). Ce processus est devenu 

une technique commune de régénération pour plusieurs espèces ligneuses vue l’amélioration 

des connaissances sur les facteurs physiologiques et biochimiques contrôlant l’induction et le 

maintien ainsi que la maturation et le développement des ES (Benelli et al., 2001). Elle 

permet l’application de plusieurs outils biotechnologiques tels que la transformation 

génétique, variation somaclonale, sélection in vitro et cryoconservation des génotypes 

intéressants (Sánchez-Romero, 2019 et 2021). L’embryogenèse somatique est une technique 

qui présente une grande utilité économique pour la production d’un grand nombre de plantes 

en un espace et temps réduits en plus de son importance dans les études histologiques, 

physiologiques et génétiques (Cançado et al., 2013). 
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Chez l’olivier, l’embryogenèse somatique représente le système de régénération in 

vitro le plus utilisé (Palomo-Ríos et al., 2021). Elle est décrite pour la première fois par 

Rugini et Tarini (1986) ayant utilisé les racines des plantules obtenues par semis in vitro pour 

induire des cals embryogènes. Par la suite, Rugini (1988) ont pu régénérer des plantes entières 

à partir de cals induits à partir d’embryons zygotiques entiers. Depuis, plusieurs travaux sont 

réalisés pour optimiser les différentes étapes et conditions de régénération par embryogenèse 

somatiques chez les principaux cultivars d’olivier à travers certains pays oléicoles comme la 

Grèce (Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; Pritsa et Voyiatzis, 1999), l’Italie 

(Rugini et Caricato, 1995 ; Leva et al., 1995), l’Iran (Peyvandi et al., 2001 et 2010b), la 

Jordanie (Shibli et al., 2001), la Tunisie (Maalej et al., 2002 ; Trabelsi et al., 2003), le Maroc 

(Brhadda et al., 2003a et 2008 ; Mazri et al., 2011, 2012, 2013 et 2020 ; Toufik et al., 2014 et 

2017 ; Oulbi et al., 2018 et 2021), l’Espagne (Cerezo et al., 2011) ainsi que le Portugal 

(Capelo et al., 2010 ; Pires et al., 2020). 

L’origine histologique des embryons somatiques chez l’olivier a fait l’objet de 

plusieurs études. En effet, Benelli et al. (2001) indiquent qu’il n’est pas possible de prouver si 

l’origine des embryoïdes est mono ou multicellulaire du fait que l’analyse histologique révèle 

la présence de plusieurs centres d’activité méristématique périphériques ou internes (Brhadda 

et al., 2007) où les premières divisions localisées sont détectées chez plusieurs cellules de la 

zone épidermique et sub-épidermique du cal (Benelli et al., 2001). Les divisions observées 

aboutissent après plusieurs semaines à l’apparition de petits globules considérés comme des 

pro-embryons qui augmentent de taille d’une manière isodiamétrique avec une activité 

mitotique dans la zone centrale dirigeant les divisions dans deux sens de telle sorte à former 

une structure bipolaire prenant la forme d’un cœur (stade cordiforme) puis d’un torpide 

(Lambardi et al., 1999a ; Benelli et al., 2001 ; Peyvandi et al., 2001 et 2008). Cette structure 

reste toujours insérée sur le tissu primaire à travers sa partie radiculaire considérée comme un 

suspenseur (Brhadda et al., 2007) avant une séparation plus ou moins évidente lors du stade 

cotylédonaire parfait (Benelli et al., 2001). De plus, selon Capelo et al. (2010) les cellules 

épidermiques périphériques des nodules ou même des embryons somatiques au stade de 

développement avancé ‘cotylédonaire’ montrent une forte activité mitotique avec des 

divisions périclinales fréquentes aboutissant à la différenciation de nouveaux globules 

développant d’autres embryons à la surface par embryogenèse secondaire répétitive et 

continue (Brhadda et al., 2003a ; Von Arnold, 2008). 
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Le processus de régénération de plants par embryogenèse somatique passe par 

plusieurs étapes commençant par l’induction de cals embryogènes suivie de leur maintien et 

leur prolifération ensuite leur différenciation et maturation en embryons somatiques, et enfin, 

leur germination et conversion en plantules acclimatables (Bhojwani et Razdan, 1996 ; 

Sánchez-Romero, 2019). En effet, la majorité des travaux établis sur l’olivier considèrent trois 

principales étapes débutant par l’établissement d’une culture embryogène regroupant 

l’induction et la prolifération des cals, suivi par une phase d’expression de leur capacité 

embryogène à développer des embryons structurés prêts, finalement, à une conversion par 

leur mise en germination (Rugini et al., 1988 ; Leva et al., 1995 ; Rugini et Caricato, 1995 ; 

Shibli et al., 2001 ; Maalej et al., 2002 ; Brhadda et al., 2003a, 2007 et 2008 ; Trabelsi et al., 

2003 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011, 2012 et 2013 ; Cançado et al., 2013 ; Toufik et 

al., 2014 et 2017 ; Oulbi et al., 2018 ; Rallo et al., 2018 ; Pires et al., 2020 ; Oulbi et al., 

2021). 

2.1.4.1. Induction des cultures embryogènes 

L’établissement d’une culture embryogène est l’une des étapes limitantes dans le 

processus de régénération par embryogenèse somatique du fait que toutes les autres étapes qui 

suivent en dépendent directement (Sánchez-Romero, 2018 et 2019). En effet, l’induction de 

cals embryogènes est influencée par plusieurs facteurs tels que le génotype, origine et âge de 

l’explant mais notamment les conditions d’induction (Bhojwani et Razdan, 1996 ; Von 

Arnold, 2008). 

a. Explants utilisés 

L’induction des cultures embryogènes peut être réalisée à partir de différents types 

d’explants. Néanmoins, le succès de cette induction dépend beaucoup plus de l’âge de 

l’explant, de ce fait, pour plusieurs espèces récalcitrantes telles que l’olivier, un tissu juvénile 

doit être utilisé comme source d’explants pour obtenir l’embryogenèse somatique (Bhojwani 

et Razdan, 1996 ; Von Arnold, 2008). 

Chez l’olivier, l’embryogenèse somatique a été induite à partir de tissus juvéniles et 

adultes tels que les embryons zygotiques entiers soit matures ou immatures (Rugini, 1988 ; 

Maalej et al., 2002), les radicules d’embryons zygotiques (Orinos et Mitrakos, 1991 ; 

Mitrakos et al., 1992 ; Peyvandi et al., 2001 et 2010b ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 

2011 et 2012 ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020), les cotylédons entiers (Leva et al., 
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1995 ; Mazri et al., 2011 ; Brhadda et al., 2008) ou les segments de cotylédons (Mitrakos et 

al., 1992 ; Pritsa et Voyiatzis, 1999 ; Peyvandi et al., 2001 et 2010b ; Brhadda et al., 2003a et 

2007 ; Trabelsi et al., 2003 ; Mazri et al., 2012 ; Pires et al., 2020). Les tissus adultes sont 

généralement utilisés pour garder la conformité variétale. Ils peuvent être prélevés à partir de 

plants in vivo ou in vitro tels que les parties du limbe des feuilles (Rugini, 1988 ; Shibli et al., 

2001 ; Mazri et al., 2011 et 2013 ; Trabelsi et al., 2011 ; Toufik et al., 2014 ; Oulbi et al., 

2018 et 2021), les pétioles (Rugini et Caricato, 1995 ; Shibli et al., 2001 ; Capelo et al., 2010 ; 

Mazri et al., 2011 et 2013 ; Toufik et al., 2014 ; Oulbi et al., 2018), les hypocotyles ou les 

racines (Shibli et al., 2001) ou même les organes de reproduction comme les ovaires et les 

étamines (Ramezani et Shekafandeh, 2009 ; Mazri et al., 2011). Cependant, les meilleurs 

résultats de formation de cals embryogènes sont souvent obtenus à partir des radicules 

d’embryons zygotiques du fait qu’ils sont formés par des cellules peu différenciées 

(méristématiques) et ayant un potentiel morphogénétique élevé (Pliego-Alfaro et Barceló-

Muñoz, 2001). 

L’induction à partir de tissus adultes est l’un des principaux challenges du processus 

(Palomo-Ríos et al., 2021). L’utilisation de ces tissus dépend fortement de l’âge du tissu 

(Pires et al., 2020) et fortement du génotype (Rugini et Silvestri, 2016) car ce type d’explants 

(feuilles et pétioles) produit soit des cals spongieux sans expression embryogène effective 

(Mazri et al., 2011 ; Toufik et al., 2014 ; Oulbi et al., 2018 et 2021) soit des cals organogènes 

avec des racines (Rugini, 1988), des pousses (Rugini et Caricato, 1995) ou bien des bourgeons 

(Mazri et al., 2013). De plus, certains tissus adultes comme les ovaires et les étamines 

génèrent des cals amorphes qui se nécrosent très rapidement (Ramezani et Shekafandeh, 

2009 ; Mazri et al., 2011). Toutefois, les pétioles et les parties externes du limbe notamment 

la partie proximale ainsi que les apex de pousses sont les tissus adultes les plus prometteurs 

pour la régénération de l’olivier (Rugini et Caricato, 1995 ; Mazri et al., 2013 ; Oulbi et al., 

2018 et 2021) et l’oléastre (Capelo et al., 2010 ; Narváez et al., 2019). Rugini et Caricato 

(1995) ont développé une méthode nommée "système de régénération double" permettant une 

embryogenèse somatique à partir de tissues matures in vitro (feuilles et bourgeons) issus 

d’une organogenèse induite sur un matériel adulte (feuilles et pétioles) prélevé à partir de 

pousses régénérées sur des bourgeons axillaires et maintenues en multiplication par 

repiquages successifs sur une longue période de 3 à 5 années. Néanmoins, d’autres travaux 

préconisent l’utilisation de feuilles et pétioles prélevés directement à partir de pousses 

maintenues in vitro pour une durée allant d’une année (Shibli et al., 2001 ; Toufik et al., 
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2014) jusqu’à 3 ou 4 ans (Benelli et al., 2001 ; Mazri et al., 2011 et 2013 ; Oulbi et al., 2018). 

Ce long séjour in vitro se fait dans l’objectif d’induire un rajeunissement des tissus (Mazri et 

al., 2013) du fait que les explants prélevés directement in vivo même à partir de plants jeunes 

ne donnent aucune organogenèse in vitro (Mencuccini et Rugini, 1993) mais uniquement une 

callogenèse amorphe (Rugini, 1988). 

b. Facteurs nutritionnels et hormonaux 

Régulateurs de croissance 

L’induction de l’embryogenèse somatique se fait en cultivant l’explant sur un milieu 

contenant une auxine, et dans certains cas une cytokinine (Pliego-Alfaro et Barceló-Muñoz, 

2001 ; Von Arnold, 2008 ; Neumann et al., 2009 ; Cançado et al., 2013 ; Palomo-Ríos et al., 

2021). Le transfert sur un milieu généralement de même composition chimique mais 

dépourvus d’auxines ou avec une concentration réduite est généralement nécessaire pour 

favoriser l’expression embryogène (Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; 

Bhojwani et Razdan, 1996 ; Peyvandi et al., 2001). Le besoin en auxine ou autres régulateurs 

de croissance additionnés pour l’initiation de l’embryogenèse somatique est fonction de l’état 

de développement de l’explant (Von Arnold, 2008) mais aussi de l’explant (Mazri et al., 

2011) et du type d’auxine (Rugini, 1988). 

Selon Rugini (1995) l’induction de l’embryogenèse somatique chez l’olivier peut être 

obtenue avec de faibles concentrations d’auxines mais ausi en leur absence totale. Les auxines 

ne sont pas indispensables pour le développement précoce des cals (Lavee et Messer, 1969). 

Par conséquent, la combinaison des auxines et cytokinines semble être essentiel pendant la 

phase d’induction de cals (Maalej et al., 2002 ; Hegazi et al., 2017). 

Le type et la concentration des régulateurs de croissance, notamment les auxines, 

varient en fonction du génotype mais beaucoup plus selon le type d’explant utilisé. En effet, 

l’ANA est souvent l’auxine la plus utilisée pour l’induction de cals embryogènes à partir de 

matériel adulte tels que les pétioles et feuilles en combinaison avec le thidiazuron (TDZ) 

(Rugini et Caricato, 1995 ; Mazri et al., 2011 et 2013 ; Rugini et Silvestri, 2016 ; Narváez et 

al., 2019) ou bien avec le 2iP (Trabelsi et al., 2011) ou Zéatine (Oulbi et al., 2018). Par 

ailleurs, l’AIB avec la 2iP reste généralement la combinaison hormonale la plus utilisée chez 

les tissus les plus juvéniles tels que les radicules des embryons zygotiques (Orinos et 

Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 et 2012 ; 
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Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020) ou les parties proximales des cotylédons (Peyvandi et 

al., 2001 et 2010b ; Trabelsi et al., 2003 ; Mazri et al., 2012). Toutefois, l’ANA avec la 2iP ou 

TDZ a permet de bon résultats à partir des cotylédons (Leva et al., 1995 ; Brhadda et al., 

2008 ; Hegazi et al., 2017) ou embryons zygotiques entiers (Maalej et al., 2002). De même, 

Capelo et al. (2010) et Toufik et al. (2014) ont obtenu leurs meilleurs résultats respectivement 

à partir de feuilles d’oléastre et de pétioles du cultivar ‘Picual’ en présence d’AIB combinée 

avec le 2iP ou Zéatine. En outre, Rugini (1988 et 1995) indique que le 2,4-D, à n’importe 

quelle concentration, inhibe l’embryogenèse somatique suite à une nécrose rapide des cals 

induits. 

Milieu d’induction 

Le besoin en éléments nutritifs pour l’embryogenèse somatique dépend surtout du 

type d’explant utilisé ainsi que son état de développement et moins du génotype (Maalej et 

al., 2006 ; Rallo et al., 2018). Il n’existe pas de milieu standard pour l’induction de cultures 

embryogènes chez l’olivier, malgré que le milieu OM (Rugini, 1984) modifié par Cañas et 

Benbadis (1988) soit couramment utilisé avec les tissus juvéniles tels que les radicules 

d’embryons zygotiques (Orinos et Mitrakos, 1991 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 et 

2012 ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020) ou les segments cotylédonaires (Mitrakos et al., 

1992 ; Peyvandi et al., 2001 et 2010b ; Trabelsi et al., 2003 ; Mazri et al., 2012). Cependant, 

la composition du milieu MS (Murashige et Skoog, 1962) souvent réduite de moitié en 

macroéléments se montre souvent plus bénéfique pour l’induction à partir de matériel adulte 

tels que les pétioles, les feuilles et les apex d’olivier (Rugini et Caricato, 1995 ; Trabelsi et al., 

2011 ; Mazri et al., 2013) et d’oléastre (Capelo et al., 2010 ; Narváez et al., 2019). Toutefois, 

Toufik et al. (2014) et Oulbi et al. (2018) ont obtenu leurs meilleurs résultats à partir de 

feuilles et de pétioles respectivement des cultivars ‘Picual’ sur le milieu OM et ‘Picholine 

Marocaine’ sur ½ OM. Par ailleurs, l’induction à partir de cotylédons entiers ainsi que les 

racines de vitrosemis était plus efficace sur le milieu MS entier (Shibli et al., 2001 ; Brhadda 

et al., 2003a, 2007 et 2008) ou réduite de moitié pour les embryons zygotiques (Rugini, 

1988 ; Pritsa et Voyiatzis, 1999 ; Maalej et al., 2002). 

Source de carbone 

La source de carbone affecte l’initiation de l’embryogenèse somatique chez plusieurs 

espèces (Von Arnold, 2008). Chez l’olivier, indépendamment du tissu ; le saccharose induit 
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l’embryogenèse somatique mieux que le fructose et le glucose, alors que le mannitol et le 

sorbitol, en dépit de la forte callogenèse qu’ils induisent, ils réduisent la capacité embryogène 

du cal (Therios, 2009 ; Shibli et al., 2001 ; Trabelsi et al., 2003 ; Brhadda et al., 2008) et 

entravent, par la suite, la germination des embryons somatiques (Rugini, 1988) tout en 

favorisant l’organogenèse (Brhadda et al., 2008). En effet, une concentration variant de 20 g l-

1 (Rugini, 1988 ; Orinos et Mitrakos, 1991 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 ; Toufik et 

al., 2017 ; Pires et al., 2020) à 30 g l-1 de saccharose (Leva et al., 1995 ; Rugini et Caricato, 

1995 ; Shibli et al., 2001 ; Brhadda et al., 2003a et 2007 ; Capelo et al., 2010 ; Trabelsi et al., 

2003 et 2011 ; Mazri et al., 2013 ; Toufik et al., 2014) reste la plus optimale au 

développement des embryons somatiques alors que des doses dépassant 30 ou 40 g l-1 peuvent 

affecter négativement le processus d’embryogenèse somatique (Trabelsi et al., 2003 ; Brhadda 

et al., 2008). 

Conditions d’induction 

L’induction des cals embryogènes d’olivier est souvent réalisée sous obscurité totale 

(Rugini, 1988) du fait que la lumière inhibe l’expression embryogène (Rugini et Caricato, 

1995) en favorisant la formation de gros cal compacts généralement organogènes (Trabelsi et 

al., 2003 ; Hegazi et al., 2017) ou complètement amorphes (Ramezani et Shekafandeh, 2009). 

Cependant, Orinos et Mitrakos (1991) indiquent que les conditions de photopériode peuvent 

améliorer l’expression embryogène des cals de radicules d’embryons zygotiques. Dans ce 

sens, Pires et al. (2020) indiquent que la lumière n’a pas d’effet sur la formation de cals mais 

affecte plus la nature du cal obtenu. Ces auteurs ont observé plus d’embryogenèse chez le 

même type d’explant (radicule ou cotylédons) du cultivar ‘Galega Vulgar’ sous photopériode 

que sous obscurité. Inversement, Peyvandi et al. (2001) indiquent que les cals des différentes 

parties de l’embryon zygotique du cultivar ‘Mission’ montrent un potentiel embryogène plus 

élevé sous obscurité qu’en conditions de photopériode. Par conséquent, l’influence des 

conditions d’incubation des explants varie en fonction du type de tissus et du génotype. 

Durée d’induction 

La durée minimale pour l’obtention de cals embryogènes d’olivier varie d’un cultivar 

à l’autre mais beaucoup plus en fonction du type d’explant utilisé et du milieu d’induction. En 

effet, les tissus adultes sur milieu solide nécessitent une longue durée d’incubation en 

présence d’une balance hormonale pouvant atteindre 3 mois avant d’être transférés et 
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maintenus au moins deux mois sur un milieu sans hormones (Rugini et Caricato, 1995 ; Shibli 

et al., 2001 ; Mazri et al., 2013 ; Toufik et al., 2014 ; Oulbi et al., 2018) ou avec une 

concentration réduite d’auxine pour favoriser l’expression embryogène (Trabelsi et al., 2011). 

De même, Capelo et al. (2010) ont incubé les feuilles d’oléastre pendant 3 mois en présence 

d’hormones ensuite 4 semaines sur un milieu dépourvu d’auxine. Néanmoins, Mazri et al. 

(2013) et Narváez et al. (2019) préconisent une incubation des explants de feuilles du cultivar 

‘Dahbia’ et d’apex d’oléastre respectivement dans un milieu liquide pendant moins d’une 

semaine à cause de l’oxydation rapide avant de les transférer sur un milieu sans hormones 

pendant deux mois. Par ailleurs, l’induction de cals à partir de radicules, cotylédons ou 

embryons zygotiques entiers peut être réalisée après 3 à 6 semaines seulement en présence 

d’hormones suivie d’un repiquage de 1 à 2 mois sur un milieu appauvri ou dépourvu 

d’auxines (Rugini, 1988 ; Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; Maalej et al., 

2002 ; Brhadda et al., 2003a, 2007 et 2008 ; Trabelsi et al., 2003 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri 

et al., 2011 et 2012 ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020). 

2.1.4.2. Maintien et prolifération des cals embryogènes 

On entend par cultures embryogènes un ensemble de masses cellulaires caractérisées 

par une activité mitotique continue permettant une embryogenèse somatique secondaire ou 

répétitive (Brhadda et al., 2003a ; Von Arnold, 2008). Elles peuvent être maintenues par 

subcultures mensuelles durant plusieurs années sur un milieu de composition chimique 

généralement similaire à celle du milieu d’induction (Rugini et Baldoni, 2005 ; Cerezo et al., 

2011). 

Chez l’olivier, plusieurs formulations chimiques à base de milieux standards OM et 

MS additionnées d’hormones et d’autres additifs sont développées pour garder les cals en 

prolifération continue. En effet, la prolifération des cals issus des tissus adultes est réalisée 

avec des repiquages très rapprochés de 3 à 4 semaines sur des milieux riches, notamment en 

auxines, tels que OM (Toufik et al., 2014) ou MS (Shibli et al., 2001 ; Capelo et al., 2010) 

tandis que les cals des explants zygotiques sont maintenus jusqu’à 8 semaines entre sub-

cultures sur des milieux OM ou MS réduits dont la concentration est réduite de moitié 

(Rugini, 1988 ; Maalej et al., 2002) ou modifiés (Peyvandi et al., 2001 et 2010b ; Trabelsi et 

al., 2003), et souvent additionnés d’une balance hormonale plus riche en cytokinines. De 

même, Pérez-Barranco et al. (2007) et Cerezo et al. (2011) ont trouvé que le milieu ECO basé 

sur le milieu OMe (Cañas et Benbadis, 1988) contenant ¼ des macroéléments OM, ¼ des 
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microéléments MS ainsi que ½ des vitamines OM, améliore significativement la capacité des 

cals des radicules d’EZ à former des embryons matures par rapport au milieu OMc (Cañas et 

Benbadis, 1988). Par ailleurs, l’agent de gélification du milieu est un facteur déterminant 

durant cette phase et joue un rôle important sur le mode de prolifération et le maintien de la 

capacité embryogène. En outre, le phytagel est souvent utilisé à la place de l’agar vu son 

pouvoir gélifiant (Sánchez-Romero, 2019). 

Par ailleurs, l’incubation des cultures se fait habituellement sous obscurité du fait que 

l’expression embryogène est complètement inhibée en conditions de photopériode (Rugini et 

Caricato, 1995) qui induit le verdissement et durcissement des cals généralement organogènes 

ou amorphes (Trabelsi et al., 2003 ; Ramezani et Shekafandeh, 2009). En outre, Cerezo et al. 

(2011) préconisent une pré-culture pendant 4 semaines sur un milieu liquide suivie d’un 

tamisage à travers une maille de 2 mm, et ce, afin de synchroniser les cultures permettant une 

production stable de pro-embryons (Palomo-Ríos et al., 2021). 

2.1.4.3. Différenciation et maturation des embryons somatiques 

Les embryons somatiques sont morphologiquement similaires aux embryons 

zygotiques (Hervé et al., 2001 ; Neumann et al., 2009), et passent par les stades globulaire, 

cordiforme, torpide et cotylédonaire (Lambardi et al., 1999a) donnant lieu à des changements 

morphologiques et biochimiques impliquant l’accumulation de produits de réserve 

(Braybrook et Harada, 2008). 

Chez l’olivier, peu d’études ont été réalisées sur la maturation des embryons 

somatiques considérée comme une phase moins critique dans le processus d’embryogenèse 

somatique (Rugini al., 2005) parce que la conversion des ES d’olivier n’exige pas une phase 

de maturation rigoureuse (Sánchez-Romero, 2018 ; Pires et al., 2020). De ce fait, la 

maturation se fait généralement sur un milieu solide dérivé des milieux MS ou OM dépourvu 

d’hormones et additionné de charbon actif (Sánchez-Romero, 2019). Dans ce contexte, 

Cerezo et al. (2011) ont trouvé que les masses embryogènes étalées pendant deux mois sur un 

milieu de base ECO additionné de 1 g l-1 de charbon actif génèrent plus d’ES matures que 

celles cultivées sur un milieu OMc. De plus, Benzekri et Sánchez-Romero (2012) indiquent 

qu’une concentration du sucre supérieurs à 20 g l-1 n’affecte pas le nombre d’ES développés 

et favorise le développement de petits embryons translucides comme un signe d’une 

embryogenèse secondaire. Par contre, l’ajout de l’ABA utilisé pour synchroniser le 
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développement des ES des cultivars ‘Canino’ et ‘Moraiolo’ (Rugini et al., 2020) n’a pas été 

bénéfique dans le cas de ‘Picual’ (Benzekri et Sánchez-Romero, 2012). 

Par ailleurs, la maturation dans des boîtes de Pétri permet d’avoir plus d’embryons 

que dans des tubes à essais. Par contre, une concentration élevée de l’agent de gélification 

provoque une forte solidification du milieu et induit une diminution significative du nombre 

total d’ES récupérés (Benzekri et Sánchez-Romero, 2012) suite à une forte déshydratation des 

masses cellulaires. En effet, une bonne maturation et différenciation d’ES est observée sur un 

milieu solidifié par le phytagel que d’autres agents de gélification (Sánchez-Romero, 2019). 

En outre, Cerezo et al. (2011) ont développé une nouvelle approche de dessiccation des ES 

sur une membrane semi-perméable d’acétate de cellulose, et ce, durant le premier mois de 

maturation ce qui permet une amélioration significative du nombre d’ES matures récupérés 

par explant. 

2.1.4.4. Germination des embryons somatiques 

Peu de travaux ont été effectués sur l’obtention de plantules d’olivier à partir 

d’embryons somatiques notamment à partir de matériel adultes car la majorité des études 

indiquent une régénération à partir d’ES issus des radicules ou cotylédons d’EZ. Par ailleurs, 

le faible taux de conversion reste le plus grand obstacle du processus de régénération par 

embryogenèse somatique chez l’olivier (Rugini et al., 2005) causé principalement par des 

déficiences dans le développement et maturation embryonnaires (Sánchez-Romero, 2018 et 

2019). 

En effet, la germination in vitro a lieu généralement sur un milieu basique dépourvu 

d’hormones, solidifié avec de l’agar et additionné d’un sucre comme le saccharose en plus 

d’une incubation de 2 à 3 mois sous une photopériode de 16h de lumière. Les milieux les plus 

utilisés dérivent du milieu OM (Rugini, 1988 ; Trabelsi et al., 2003 ; Pires et al., 2020) ou MS 

(Orinos et Mitrakos, 1991 ; Brhadda et al., 2003a, 2007 et 2008) tandis que Maalej et al. 

(2002) et Cerezo et al. (2011) ont utilisé le milieu MS réduit de ½ ou de ⅓ de ses 

macroéléments respectivement, alors que Toufik et al. (2017) ont cultivé les ES issus des cals 

de radicules du cultivar ‘Dahbia’ sur le milieu ECO (Pérez-Barranco et al., 2007 ; Cerezo et 

al., 2011). Par ailleurs, Trabelsi et al. (2003) et Brhadda et al. (2003a, 2007 et 2008) indiquent 

que l’addition de la zéatine au milieu peut améliorer la conversion des ES alors que la 

présence de cette hormone inhibe complètement la germination selon Toufik et al. (2017) et 
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Mazri et al. (2020) qui serait sous l’effet du génotype. De plus, une concentration de 10 à 20 g 

l-1 de saccharose est largement suffisante pour la germination des ES (Cerezo et al., 2011 ; 

Toufik et al., 2017 ; Mazri et al., 2020) car la présence du sorbitol ou mannitol augmenterait 

l’osmolarité du milieu et peut inhiber ainsi la germination (Rugini, 1995 ; Mazri et al., 2020). 

2.1.4.5. Régénération de plantules et cryoconservation 

Les plantules issues de l’embryogenèse somatique, sans passer par une phase de 

multiplication ou d’enracinement, sont souvent acclimatées directement de la même manière 

que celle des plants régénérés par microbouturage sur un mélange de sable, tourbe ou terreau 

et une argile (vermiculite ou perlite). Par ailleurs, les cultures embryogènes notamment les 

embryons somatiques semblent être le matériel le plus adéquat à la cryoconservation que les 

bourgeons (Sánchez-Romero, 2019). En effet, plusieurs études décrivent une conversion 

efficace de plantules suite à la conservation des ES issus de différentes types d’explants après 

un traitement d’encapsulation dans une solution protectrice composée souvent de glycérol et 

de saccharose suivi d’une phase de déshydratation dans l’azote liquide ou une vitrification 

dans la glace (Shibli et Al-Juboory, 2000 ; Sánchez-Romero et al., 2009 ; Lynch et al., 2011 ; 

Bradaï et al., 2017 ; Bradaï et Sánchez-Romero, 2021a et b ; Bradaï et al., 2023). 

2.2. Stabilité morpho-génétique des plantes régénérées in vitro 

Plusieurs études indiquent que les plantules d’olivier régénérées par les différentes 

techniques de multiplication in vitro sont morphologiquement similaires à celles obtenues par 

les méthodes conventionnelles et ne présentent pas d’anomalies phénotypiques même après 

acclimatation en conditions naturelles (Leva et al., 1995). Cependant, il faut noter que leur 

transfert au sol est souvent difficile à cause de leur fragilité (Brhadda et al., 2007). Toutefois, 

certains facteurs peuvent induire des changements morpho-génétiques notamment le système 

de régénération, source d’explants, composants du milieu, durée et nombre de cycles de 

culture ainsi que le génotype (Leva et al., 2012b ; Mirzaei et al., 2021). 

En effet, la majorité des travaux effectués sur le microbouturage d’olivier in vitro 

suivis ou non d’une micropropagation indiquent que les plantules régénérées présentent un 

phénotype normal similaire à celui de la plantes mère source d’explants (Leva et al., 2012b). 

De plus, Leva et Petruccelli (2012) ont pu vérifier, en utilisant les marqueurs RAPD et ISSR, 

l’identité et la stabilité génétiques des plants micropropagés du cultivar ‘Maurino’ après une 

année de maintien in vitro et 9 ans de  culture en plein champ. De même, Hassan et al. (2016) 
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via des marqueurs RAPD indiquent que les vitroplants des cultivars ‘Picual’, ‘Koroneiki’ et 

‘Manzanillo’ produits in vitro présentent une grande similarité atteignant 93% avec la plante 

mère. En outre, en utilisant des marqueurs SSR et RAPD, Narváez et al. (2019) et Brito et al. 

(2010) ainsi que Haddad et al. (2017) indiquent que les plantules d’oléastre et celles de 

l’olivier de Laperrine morphologiquement normales sont génétiquement similaires à la plante 

mère. Brito et al. (2010) confirment qu’il n’y a pas eu de changement de ploïdie ou de 

mutations en utilisant la cytométrie en flux. Récemment, Mirzaei et al. (2021) via marqueurs 

AFLP et cytométrie ont confirmé la stabilité génétique des plants issus du microbouturage de 

variétés iraniennes par rapport à ceux générés par organogenèse. 

Toutefois, Leva (2009) a trouvé que les plants du cultivar ‘Maurino’, en dépit de leur 

stabilité génétique (Leva et Petruccelli, 2012), après 6 ans sur champ produisent des feuilles 

plus larges que celles des plants conventionnels et montrent une floraison plus importante 

mais sans effet bénéfique sur la production. Des variations morphologiques chez les 

vitroplants des cultivars ‘Dezful Baghmalek’, ‘dezful Safiabad’ et ‘Roughni’ affectant la 

longueur des entre-nœuds ou le nombre et dimensions des feuilles apparaissent avec la durée 

de maintien en culture (Yari et al., 2011 ; Farahani et al., 2018). Farahani et al. (2011a et b) 

ont identifié des mutations génétiques en utilisant les marqueurs RAPD chez les plantules des 

cultivars ‘Zard’, ‘Roghani’, ‘Eiks’ ainsi que ‘Dezful’ régénérées à partir du 3ème repiquage in 

vitro. Cependant, Noormohammadi et al. (2014) ont démontré via des marqueurs SSR et 

ISSR que les plants du cultivar ‘Koroneiki’ régénérés après une année ne sont pas entièrement 

conformes à la même source et montrent des différences dans la composition et fréquence 

alléliques. 

Par ailleurs, Rugini (1988), Shibli et al. (2001), Maalej et al. (2002), Brhadda et al. 

(2003a et 2008), Cerezo et al. (2011), Toufik et al. (2017) et Pires et al. (2020) ont régénéré à 

partir d’ES, notamment induits sur des parties d’EZ, des plantules d’olivier présentant un 

phénotype normal et stable même après le transfert en plein champ. En effet, Lopes et al. 

(2009) en utilisant les marqueurs microsatellites indiquent un maintien de l’intégrité génétique 

durant tout le processus de l’embryogenèse sans observer aucune variation phénotypique chez 

le cultivar ‘Canino’ alors que Leva (2009) affirme que les plantules dérivant des ES de jeunes 

cals du cultivar ‘Frangivento’ se développent plus rapidement que celles issues des techniques 

classiques par contre les cultures embryogènes âgées du cultivar ‘Picual’ produisent des ES 

qui génèrent de petites plantules avec plusieurs anomalies qui se manifestent même in vivo 

notamment sur les feuilles et fleurs entravant ainsi leur productivité sur champ (Bradaï et al., 



                                                                                                Partie I. Synthèse bibliographique  

33 
 

2016a et b). De même, Rugini et De Pace (2016) indiquent que des cultures âgées de plus de 3 

ans produisent des plantules avec des feuilles étroites et une croissance lente. Par ailleurs, 

Leva (2009) a caractérisé deux types de variants (nain et colonnaire) chez les plantes 

régénérées des ES des cotylédons du cultivar ‘Frangivento’ après trois ans de maintien in 

vitro. En addition, Peyvandi et al. (2010b) et récemment Bradaï et al. (2019) ont démontré 

l’utilité des marqueurs RAPD et SSR dans la détection de telles de variations chez les plantes 

dérivant des cultures âgées tandis que les plantules des lignées jeunes sont génétiquement 

complètement homogènes. 

2.3. Biotechnologies appliquées dans l’amélioration génétique de l’olivier 

L’amélioration génétique classique de l’olivier est compliquée par plusieurs facteurs 

notamment la période juvénile assez longue de l’espèce pouvant atteindre 15 ans, l’influence 

du génotype en plus des difficultés de réalisation de croisements liées aux caractères 

d’allogamie, auto-incompatibilité ainsi que la durée courte de floraison (Rugini et al., 1995 ; 

Rugini, 1995 ; Rugini et Baldoni, 2005 ; Rallo et al., 2018). De plus, l’amélioration classique 

est compliquée davantage par les problématiques liées à l’adaptation de l’espèce aux 

nouvelles conditions des zones de culture et les pratiques culturales dans le contexte du 

changement climatique ainsi que la tolérance aux maladies émergentes telles que la bactérie 

Xylella fastidiosa (Rugini et al., 2016 ; Cardoso et al., 2019 ; Rugini et al., 2020). 

Ainsi, les techniques biotechnologiques d’amélioration génétique telles que 

l’utilisation d’une pression sélective induisant une variation somaclonale, la mutagenèse, la 

Transgénèse ou la culture des protoplastes et l’haplodiploïdisation peuvent constituer une 

alternative aux techniques classiques de création variétale chez l’olivier. Toutefois, 

l’application de ces méthodes nécessite le développement d’un procédé fiable et efficace de 

régénération de plantes in vitro. Dans le cas d’olivier, ceci n’est actuellement possible que via 

l’embryogenèse somatique (Rugini et Gutiérrez-Pesce, 2006). 

2.3.1. Variation somaclonale 

2.3.1.1. Définition, origine et causes de la variation somaclonale 

La variation somaclonale (VS) est l’ensemble des altérations génétiques et / ou 

épigénétiques qui apparaissent souvent chez les plantes régénérées in vitro notamment par un 

protocole incluant une phase de callogenèse (Larkin et Scowcroft, 1981 ; Jain, 2001). Les 
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variations génétiques sont irréversibles et transmissibles à la descendance des plantules 

régénérées (Patiño Torres, 2010) alors que celles épigénétiques sont transitoires et réversibles 

lorsque leurs conditions inductives changent (Van Den Bulk, 1991 ; Bhojwani et Razdan, 

1996 ; Lestari, 2006 ; Patiño Torres, 2010). La variation somaclonale in vitro peut être 

naturelle (spontanée) dont la fréquence d’apparition est extrêmement basse et à travers 

laquelle des variants avec ou sans variations avantageuses sont obtenus. Par ailleurs, quand la 

VS est induite dans le but de générer des variants avec des caractéristiques recherchées via 

l’usage d’un agent de sélection artificiel ; le processus est dénommé "sélection in vitro" 

(Patiño Torres, 2010). 

L’apparition d’une variation somaclonale est associée à des mutations ponctuelles, des 

réarrangements et recombinaisons chromosomiques, l’altération du nombre de copies des 

séquences génétiques (Jain et al., 1998 ; Jain, 2001) ou du nombre de chromosomes, une 

méthylation de l’ADN du génome nucléaire, mitochondrial ou chloroplastique (Van Den 

Bulk, 1991). Plusieurs facteurs peuvent affecter la fréquence d’apparition des variations 

somaclonales et sont souvent classés en trois catégories : les facteurs physiologiques tels que 

les régulateurs de croissance ayant un effet direct sur la division cellulaire et la prolifération 

sélective de types cellulaires spécifiques (Gould, 1984 ; Patiño Torres, 2010). Les facteurs 

génétiques (génotype, type et âge de l’explant et de la culture cellulaire) qui sont déterminés 

par la constitution génotypique et le niveau de ploïdie. Enfin, les facteurs biochimiques 

incluant les composants du milieu de culture (Veilleux et Johnson, 1998 ; Jayasankar, 2005) 

et sont généralement liés au mode de régénération utilisé (embryogenèse somatique, 

organogenèse, etc.), à la durée ou à l’âge de la culture, à la fréquence des repiquages et au 

type de culture (milieu solide ou liquide) (Bhojwani et Razdan, 1996). 

2.3.1.2. Sélection in vitro par l’utilisation d’une pression sélective 

Etant donné que les mutations spontanées et naturelles se produisent à une fréquence 

extrêmement faible ; les techniques d’induction de variations somaclonales, par pression 

sélective en présence d’un agent de sélection, constituent un outil puissant pour obtenir une 

augmentation rapide de la variabilité génétique chez les espèces cultivées (Van Den Bulk, 

1991 ; Patiño Torres, 2010). En effet, l’agent de sélection peut être d’origine biotique 

(phytotoxine, virus, etc.) ou abiotique (métaux lourds, sels, herbicides, etc.) selon les traits 

ciblés par la sélection (Lestari, 2006 ; Patiño Torres, 2010). 
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Les phytotoxines ont été largement utilisées comme agents de sélection pour induire 

une résistance aux maladies chez de nombreuses espèces (Jayasankar, 2005). Toutefois, en 

absence de ces composants purs (toxines), le filtrat brut de la culture du pathogène fongique 

ou bactérien peut être utilisé (Baldoni et Rugini, 2002) tandis que dans certains cas, même 

l’agent pathogène de la maladie peut être utilisé en dépit du risque de contamination de la 

culture conduisant à des résultats peu fiables (Van Den Bulk, 1991). Par conséquent, le 

développement de plantes résistantes aux stress par variation somaclonale en présence d’un 

agent sélectif doit être précédé par l’identification d’un agent de sélection efficace et facile à 

produire et utiliser in vitro, en plus de l’élaboration d’un protocole garantissant la 

régénération de plantes entières à partir de cellules individuelles et, enfin, l’établissement 

d’une méthode de détermination et d’identification rapides des variants intéressants 

(Jayasankar, 2005). 

La sélection in vitro par l’usage d’un agent sélectif peut être appliquée selon plusieurs 

approches. Elle peut être continue en présence permanente de l’agent sélectif ou discontinue 

avec des repiquages additionnels sur un milieu sans agent sélectif (Van Den Bulk, 1991). De 

même, la sélection peut être réalisée en une seule étape où l’agent sélectif est utilisé à une 

concentration deux ou trois fois supérieure à la concentration minimale inhibitrice, ou en 

plusieurs étapes par habituation en commençant avec une concentration réduite à augmenter 

successivement avec la durée de sélection (Bhojwani et Razdan, 1996). En général, le tissu le 

plus utilisé pour la sélection est le cal vu l’absence de cuticule ce qui facilite l’absorption des 

molécules de l’agent de sélection (Patiño Torres, 2010). 

2.3.1.3. Variation somaclonale et olivier 

Chez l’olivier, plusieurs études décrivent des variations phénotypiques spontanées 

affectant la floraison ainsi que le nombre, la forme, la phyllotaxie et les dimensions des 

feuilles, les pousses et les entre-nœuds des plantules obtenues par microbouturage et 

micropropagation (Leva, 2009 ; Yari et al., 2011 ; Farahani et al., 2011a et b ; Leva et 

Petruccelli, 2012 ; Farahani et al., 2018) ou par germination d’embryons zygotiques (Haddadi 

et Yakoub-Bougdal, 2010). De même, Leva (2009) a caractérisé deux types de variants (nain 

et colonnaire) chez les plantes régénérées à partir des ES des cotylédons du cultivar 

‘Frangivento’ après trois ans de maintien in vitro. 
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Récemment, Bradaï et al. (2016a et b) et Rugini et De Pace (2016) ont trouvé que les 

cultures embryogènes âgées génèrent des plantules de petite taille avec plusieurs anomalies 

morphologiques principalement le nombre de feuilles insérées par nœud, la forme du limbe 

ainsi que des fleurs malformées et une floraison perturbée dont l’effet se répercute 

directement sur la productivité du plant. Par ailleurs, peu d’études décrivent l’induction de 

variation génétique par l’usage d’agents d’induction ou de sélection. En effet, Roselli et 

Donini (1982), Pannelli et al. (1990) et Oražem et al. (2013) indiquent que la régénération de 

plantules, suite à une irradiation des tissus adultes (racines), montrent d’importantes variations 

génétiques telles que le nanisme, alors que Ozair et al. (2014) ont ajouté le mutagène 

chimique antimitotique ‘Oryzalin’ au milieu de culture des pousses du cultivar ‘Moraiolo’ 

pour induire un développement significatif notamment sur la surface foliaire. 

2.3.2. Transgénèse 

2.3.2.1. Définition et objectifs de la transformation génétique 

La transformation génétique ou "transgénèse" désigne la modification héréditaire d’un 

génome par l’intégration et/ou l’expression d’une ou plusieurs copies d’ADN d’origine 

interne ou externe pour exprimer un nouveau caractère recherché par le biais d’un procédés 

biologique indirect (infection par bactéries ou virus) ou physique (artificiel) direct 

(bombardement par micro-projection et électro-poration) (Galun et Breiman, 1997 ; Halford, 

2003 ; Liang et Skinner, 2004 ; Ganeshan et Chibbar, 2010). Indépendamment de la méthode 

de transfert d’ADN, le processus de la transformation génétique inclut les étapes suivantes : 

(1) Préparation du transgène, (2) Induction et préparation des cultures, (3) Transfert de l’ADN 

proprement dit suivi d’une période de co-culture, (4) Sélection des tissus transformés avec 

confirmation de la nature transgénique et enfin (5) Régénération de plantules et (6) 

Vérification de la nature transgénique des plantules régénérées. 

2.3.2.2. Processus de la transformation génétique 

 par Agrobacterium sp. 

Les bactéries du genre Agrobacterium sont des Rhizobiacées Gram– dont les plus 

connues sont A. tumefaciens et A. rhizogenes responsables respectivement des maladies de la 

galle du collet (crown gall) et du chevelu racinaire (hairy root) (Halford, 2003). Ces bactéries 

sont capables de transférer une partie de leur information génétique "ADN-T" contenue dans 
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un plasmide Ti (Tumor inducing) ou Ri (Root inducing) suite à l’activation de la région de 

virulence (vir region), vers le génome nucléaire d’une plante hôte (Gelvin, 2003). Par 

conséquent, L’A. tumefaciens par l’intégration de son ADN-T provoque la dédifférenciation 

des cellules colonisées en les incitants à proliférer pour former des tumeurs synthétisant des 

métabolites "opines" nécessaires à son développement, alors que l’expression des gènes Rol 

(Root Locus) A, B, C et D d’A. rhizogenes est nécessaire pour l’induction du chevelu racinaire 

(Tzfira et Citovsky, 2008). 

Par ailleurs, l’efficience de la transformation par Agrobacterium dépend de plusieurs 

facteurs incluant le type d’explant, l’approche de sélection des cellules transgéniques mais 

beuqcoup plus de la souche bactérienne (Palomo-Ríos et al., 2021). En effet, la majorité des 

souches d’Agrobacterium notamment tumefaciens utilisées en transformation génétique 

portent des plasmides dont l’ADN-T est remplacé par une construction génétique incluant le 

gène d’intérêt et le gène marqueur. Il est évident que les deux bordures droite et gauche de 

l’ADN-T sont gardées pour permettre le transfert de la construction génétique, préalablement 

insérée. Le transfert se fera alors sous le contrôle des gènes vir (Gartland, 1995) lors de la co-

culture de la bactérie ainsi transformée avec les cellules végétales cibles. Par ailleurs, des 

plasmides nommés "vecteurs binaires" plus simples à manipuler avec possibilité de 

multiplication même par Escherichia coli sont développés avec intégration de gènes 

permettant la sélection ou le marquage des cellules et tissus transgéniques (Halford, 2003). 

 Par biolistique 

‘Biolistique’ est l’abréviation du ‘Balistique biologique’ ; un processus à travers lequel 

de fines particules métalliques (du tungstène ou de l’or) recouvertes d’ADN ou d’ARN sont 

accélérées généralement avec de l’hélium gazeux sous pression jusqu’à une vitesse leur 

permettant de pénétrer la paroi cellulaire et regagner le génome d’où l’appellation 

‘Bombardement par micro-projectiles’ (Galun et Breiman, 1997 ; Liang et Skinner, 2004 ; 

Ganeshan et Chibbar, 2010). 

 Par électroporation 

L’électroporation est une méthode de transfert de plusieurs molécules (protéines, 

acides nucléiques, etc.) par des impulsions électriques courtes et de haute intensité qui 

provoquent la formation transitoire de blessures et pores dans la membrane plasmique 

permettant la diffusion des molécules. Parmi plusieurs types de cellules ; les protoplastes 
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constituent le meilleur récepteur pour le transfert d’ADN par électroporation (Liang et 

Skinner, 2004 ; Ganeshan et Chibbar, 2010). 

2.3.2.3. Transformation génétique de l’olivier 

Chez l’olivier, la transformation génétique est probablement la technique la plus 

prometteuse pour résoudre les problèmes de la culture et accélérer le développement de 

nouveaux cultivars (Rugini et Baldoni, 2005 ; Baldoni et Belaj, 2009 ; Palomo-Ríos et al., 

2021) répondant aux besoins de développement de cette espèce économiquement très 

avantageuse notamment dans les régions où l’eau manque. En effet, plusieurs études ont 

décrit le transfert de gènes par bombardement à l’aide de micro-projectiles enrobées d’ADN 

(Lambardi et al., 1999b ; Pérez-Barranco et al., 2007 et 2009) et via infection par 

Agrobacterium sp. (Strobel et al., 1988 ; Rugini, 1992 ; Mencuccini et al., 1991 et 1999a et 

b ; Rugini et al., 2000 ; Miano et al., 2004 ; Torreblanca et al., 2009 et 2010 ; Jafarzadeh-

Bajestani et al., 2011 ; Farzaneh Behelgardy et al., 2012 ; Palomo-Ríos et al., 2017 ; Cerezo 

et al., 2019 ; Narváez et al., 2018 et 2020). La transgénèse indirecte par Agrobacterium reste 

cependant la plus utilisée et la plus efficace  (Rugini et Gutiérrez-Pesce, 2006). 

L’efficacité de la transformation par Agrobacterium dépend de plusieurs facteurs 

notamment la souche bactérienne et la durée de co-culture, la compétence des cellules à 

transformer, la sélection des cellules transformées mais aussi de la méthode de régénération 

(Rugini et al., 2000 ; Rugini et Gutiérrez-Pesce, 2006 ; Rugini et al., 2008 ; Rugini et al., 

2016 ; Cardoso et al., 2019). Pour ce faire, les cals embryogènes ont été les plus fréquemment 

utilisés dans la transformation génétique d’olivier (Rugini et al., 2008) parce que leur texture 

cellulaire friable facilite le transfert de gènes notamment par Agrobacterium (Lambardi et al., 

1999a et b) ce qui permet d’éviter le brunissement des tissus qui peut perturber l’efficience du 

processus (Rugini et al., 2000). 

Les caractéristiques recherchées par la transformation génétique de l’olivier sont 

principalement l’amélioration de la capacité de l’enracinement lors du bouturage (Rugini, 

1986 ; Strobel et al., 1988 ; Mencuccini et al., 1991 ; Rugini, 1992 ; Mencuccini et al., 1999a 

et b ; Rugini et al., 2000 ; Miano et al., 2004 ; Pirannezhad et al., 2010), la tolérance au froid 

et à la sécheresse (D’Angeli et al., 2001 ; D’Angeli et Altamura, 2007), la tolérance à la 

salinité (Jafarzadeh-Bajestani et al., 2011 ; Farzaneh Behelgardy et al., 2012), la tolérance aux 

maladies fongiques (Narváez et al., 2018 et 2020), le raccourcissement de la période juvénile 
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improductive (Cerezo et al., 2010 ; Haberman et al., 2017) ainsi que la qualité sensorielle de 

l’huile (Cerezo et al., 2015) alors que d’autres travaux sont consacrés beaucoup plus à 

l’optimisation de la sélection des cellules transformées (Lambardi et al., 1999b ; Pérez-

Barranco et al., 2007 et 2009 ; Torreblanca et al., 2009 et 2010 ; Cerezo et al., 2019). 

La majorité des études de transformation génétique sur l’olivier indiquent la 

régénération de plantes entières sans anomalies phénotypiques et avec des caractéristiques 

plus ou moins améliorées. Cependant, concernant l’amélioration de l’enracinement 

uniquement Rugini et al. (2000) et Miano et al. (2004) ont pu régénérer des plantules entières 

du cultivar ‘Canino’ transformées avec les gènes RolABC avec une capacité d’enracinement 

améliorée mais dont l’aspect morphologique est modifié (plusieurs ramifications et entre-

nœuds en plus d’un forte teneur en chlorophylle et réduction significative de la surface 

foliaire) (Rugini et al., 2008). 

En Algérie, l’application de la transformation génétique pour l’amélioration génétique 

de l’olivier est très peu étudiée. En effet, Allag (2008) indique une amélioration significative 

de la capacité d’enracinement des boutures herbacées de trois cultivars Algériens (Chemlal, 

Ferkani et Boukaila) après inoculation basale par une souche d’Agrobacterium rhizogenes 

tandis que les feuilles et les boutures uninodales en dépit de l’émission de racines ne 

développent pas des plants pouvant être acclimatés. 
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Partie II. Matériels et Méthodes 

1. Rappel des objectifs du travail 

L’objectif global du travail est d’élaborer une approche biotechnologique pour 

l’obtention de plants d’olivier (Olea europaea L.) tolérants aux pathogènes fongiques avec 

une capacité d’enracinement améliorée chez le principal cultivar en Algérie ‘Chemlal’. Pour 

atteindre cet objectif, nous visons d’optimiser un protocole efficace de régénération in vitro de 

plantes entières par embryogenèse somatique induite à partir de radicules d’embryons 

zygotiques extraits de la semence de l’olivier. Par la suite, nous évaluerons l’effet de la 

présence du filtrat brut de la culture du Verticillium dahliae Kleb., agent causal de la 

verticilliose d’olivier, dans le milieu de prolifération en vue d’induire une variation 

somaclonale suivie d’une régénération de plants potentiellement résistants au Verticillium. 

Nous envisageons par la suite d’améliorer l’enracinement in vitro des microboutures issues 

des jeunes plantules issues de la germination des embryons somatiques d’olivier par 

transfection à l’aide de la souche A4 d’Agrobacterium rhizogenes. 

2. Matériel végétal et désinfection 

La semence extraite des noyaux d’olivier (Olea europaea L., Cv. Chemlal) récoltés en 

pleine maturité est utilisée. Après élimination de l’endocarpe (partie ligneuse du noyau) à 

l’aide d’un coupe-tube (Planche 1 a-b et c), la semence (amande) extraite (Planche 1 d et e) 

est désinfectée comme suit : une stérilisation avec l’éthanol 70 % durant 1 mn puis 

l’hypochlorite de sodium (NaClO ou eau de javel commercial de 12º) à une concentration de 

10 % (v/v) durant 10 à 15 mn. La semence désinfectée est rincée trois fois x 5 mn à l’eau 

distillée stérile puis gardée en immersion dans l’eau sous obscurité pendant 48 h à 25±2°C. 

Par la suite, la semence est stérilisée de nouveau de la même manière que précédemment et 

gardée sous conditions stériles (Planche 1 f), pour extraire avec précaution la radicule de 

l’embryon zygotique utilisée comme explant. Pour ce faire, la semence est tenue avec une 

pince et une incision est effectuée sur le côté gonflé de l’amande à l’aide d’un scalpel 

tranchant (Planche 1 g). Par la suite, l’incision est ouverte par la pince avec précaution pour 

diviser le tégument en deux parties (Planche 1 h). Ensuite, l’embryon zygotique est soulevé 

par le scalpel puis récupéré (Planche 1 i et j). A partir de ces embryons zygotiques, les 

radicules sont excisées des deux cotylédons (Planche 1 k et l) et mises en culture directement 

sur le milieu d’induction de callogenèse. 
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Planche 1 : Etapes de récupération et de désinfection de la semence d’olivier à partir des noyaux (a, b, c, d, e et 

f) du cultivar ‘Chemlal’ et procédé d’extraction des embryons zygotiques (g, h, i et j) puis isolement de la 

radicule (k et l) utilisée comme explant pour l’induction de cals embryogènes. (Barre correspond à 1 cm). 

3. Embryogenèse somatique 

Le protocole établi se réfère en partie à celui de Cerezo et al. (2011). La composition 

chimique des milieux de culture utilisés dans le travail est indiquée dans le tableau 1. Le pH 

de tous les milieux de culture est ajusté à 5.74 avec du NaOH ou HCl (1 N) avant l’addition 

de l’agent de gélification. Les milieux de culture sont stérilisés par autoclavage à 121ºC et 0.1 

MPa pendant 20 mn puis distribués après refroidissement dans des boîtes de Petri de 9 cm de 

diamètre, tandis que pour les tubes à essai, le milieu de culture est stérilisé après distribution. 

Toutes les étapes du processus sont réalisées sous obscurité à 25±2°C sauf la germination qui 

est réalisée sous photopériode de 16 h de lumière (35 µmol m-2 s-1). Les étapes du protocole 

sont : 

3.1. Induction de cals embryogènes 

La callogenèse est induite selon la méthode d’Orinos et Mitrakos (1991) par culture de 

radicules d’embryons zygotiques du cultivar ‘Chemlal’ (Planche 2 a) sur le milieu OM 

(Rugini, 1984) modifié (OMc) par Cañas et Benbadis (1988) ou sur le milieu MS de 

Murashige et Skoog (1962) en présence de 0.5 mg l-1 de Zéatine combinée avec 5 mg l-1 

d’acide indole-3-acétique (AIA), d’acide indole-3-butyrique (AIB), d’acide naphtylacétique 

(ANA) ou d’acide 2,4-dichloro-phénoxy-acétique (2,4-D). 
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Après 3 semaines de culture sous obscurité totale (Planche 2 b), tous les explants sont 

transférés pendant 4 semaines (Planche 2 c) sur les mêmes milieux (OMc et MS) dépourvus 

de Zéatine et avec 0.5 mg l-1 de l’auxine initialement additionné. Les cals ainsi obtenus sont 

maintenus en culture, par repiquage mensuel (Planche 2 d) jusqu’au développement des 

structures embryogènes, sur le milieu d’embryogenèse (ECO) solide (Pérez-Barranco et al., 

2007 ; Cerezo et al., 2011) additionné de 0.1 mg l-1 de Zéatine, 0.1 mg l-1 de 6-Benzyl-Amino-

Purine (BAP) et 0.05 mg l-1 d’auxine additionnée lors de la phase d’induction en plus de 0.55 

g l-1 de glutamine et 1 g l-1 d’hydrolysat de caséine. 

Au moins six radicules sont mises en culture par boîte de Petri et au moins cinq boîtes 

par traitement sont incubées sous obscurité totale à une température de 25±2°C. L’évolution 

des cultures est ensuite suivie par des observations périodiques. 

a

1er Milieu d’induction (OMc, MS)
(3 semaines)

b

2ème Milieu d’induction (OMc, MS)
(4 semaines)

Milieu ECO
(chaque 4 semaines)

cd

Milieu ECO
(Après plusieurs mois)

Radicule Cal

Cal
Cal

Structures 
embryogènes

Transfert

T
ra

ns
fe

rt

Transfert

 
Planche 2 : Etapes de l’induction de cals embryogènes à partir de radicules d’embryons zygotiques de l’olivier, 

Cv. Chemlal. a. Introduction des radicules sur le premier milieu d’induction. b. Transfert des explants sur le 

deuxième milieu d’induction. c. Transfert des explants sur le milieu ECO. d. Maintien des cals sur le milieu 

ECO pendant plusieurs mois. 
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Tableau 1 : Composition chimique des différents milieux de culture utilisés. 

Composants Eléments chimiques 
Milieux de culture 

OM* OMc* MS* ECO* DKW* 

Macroéléments (mg/l) 

NH4NO3 412 720 1650 103 1402.5 

KNO3 1100 950 1900 275 - 

CaCL2 440 166 440 110 145.2 

MgSO4. 7 H2O 1500 185 370 375 740 

KH2 PO4 340 68 170 85 250 

Ca (NO3). 4H2O 600 - - 150 - 

KCl 500 - - 125 - 

K2SO4 - - - - 760 

NaFe EDTA (mg/l) 
Na2EDTA (Tritiplex) 37.5 37.5 37.5 37.5 37.5 

FeSO4. 7H2O 27.8 27.8 27.8 27.8 27.8 

Source de carbone (g/l)** Saccharose 20 20 20 +/- 20 20 

Microéléments (mg/l) 

MnSO4. H2O 22.3 22.3 22.3 22.3 33 

ZnSO4. 7H2O 14.3 14.3 8.6 8.6 - 

CuSO4. 5H2O 0.25 0.25 0.025 0.025 0.25 

KI 0.83 0.83 0.83 0.83 - 

CoCl2. 6H2O 0.025 0.025 0.025 0.025 - 

H3BO3 12.4 12.4 6.2 6.2 2.4 

Na2MoO4. H2O 0.25 0.25 0.25 0.25 0.38 

Zn (NO3). 6H2O - 8.6 - - 8.6 

Vitamines (mg/l) 

Thiamine 0.5 0.5 0.1 0.5 2 

Pyridoxine 0.5 0.5 0.5 0.5 - 

Acide nicotinique 5 5 0.5 5 1 

Glycine 2 2 2 2 2 

Biotine 0.05 0.05 - 0.05 - 

Acide folique 0.5 0.5 - 0.5 - 

Sucre alcool (mg/l) Myo-Inositol 50/100 100 50/100 50/100 1000 

Régulateurs 
de croissance 

(mg/l)** 

Auxines Plusieurs +/- +/- +/- +/- +/- 

Cytokinines Plusieurs +/- +/- +/- +/- +/- 

Acides aminés (g/l) Glutamine - - - 0.55 - 

Autres additifs (g/l) 
Hydrolysat de caséine - - - 1 - 

Charbon Actif (CA)** - - - +/- - 

Agents de gélification (g/l) Agar 6 6 6 6 6 

* : OM : Olive Medium (Rugini, 1984) ; OMc : Olive Medium modified for callus induction and culture (Cañas et Benbadis, 1988); MS 
: Murashige and Skoog medium ( Murashige and Skoog, 1962); ECO : medio de Embriogénesis Cíclica de Olivo ou milieu 
d’embryogenèse somatique cyclique d’olivier (Cerezo et al., 2011) ; DKW : Driver and Kuniyuki Walnut medium (Driver et Kuniyuki, 
1984) modifié par Revilla et al. (1996)). Le pH de tous les milieux utilisés est de 5.74. 
** : Le saccharose, le charbon actif et les régulateurs de croissance sont additionnés à différentes concentrations et combinaisons en 
fonction de l’étape du protocole. 
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3.2. Évaluation de la capacité embryogène de quelques lignées de cals 

Après environ six mois de culture, plusieurs cals d’apparence embryogène 

(prolifération continue, aspect globulaire, structure friable, couleur blanc opaque) ont été 

obtenus. Le potentiel ou la capacité embryogène d’un cal est estimé principalement par sa 

capacité de prolifération (accroissement du poids frais), production d’embryons somatiques et 

degré de nécrose sur le milieu de culture (solide ou liquide), la maturation ainsi que la 

germination de ses embryons somatiques matures. 

3.2.1. Estimation de la  capacité de prolifération 

La capacité de prolifération de trois lignées de cal, est mesurée par culture d’un 

inoculum d’au moins 0.1 g de cal dans 25 ml de milieu de culture liquide ou solide. Au 

minimum, trois boîtes de Pétri de 9 cm ou trois Erlenmeyers ou ballons de 100 ml contenant 

les cals sont incubés sous obscurité totale à 25±2°C. Les cultures liquides sont maintenues 

sous 100 tr/mn d’agitation. 

Après quatre (04) semaines de culture sur milieu solide ou liquide, la totalité du cal est 

récupérée puis pesée et l’accroissement du poids frais en plus des traits morphologiques tels 

que la texture, la taille des structures embryogènes et le taux de friabilité en plus du taux de 

nécrose sont observés, et un nouvel inoculum est repris pour le repiquage suivant. 

A la sortie du milieu liquide, le nombre d’embryons somatiques produits par la masse 

cellulaire initialement inoculée est chaque fois comptabilisé. De même, l’apparition des 

embryons somatiques de différents stades de développement sur les cals cultivés sur milieux 

solides est rapportée. 

Le suivi est réalisé pendant au minimum trois repiquages successifs. Afin d’optimiser 

les conditions de la prolifération cellulaire dont les facteurs étudiés sont présentés dans le 

tableau 2. 
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Tableau 2 : Facteurs étudiés pour l’évaluation de la capacité de prolifération et de production d’embryons 

somatiques de trois lignées de cals d’olivier (Cv. Chemlal). 

3.2.1.1. Effet du type de milieu de prolifération 

Trois (03) types de milieux sont testés (ECO-OM-MS) sous deux formes différentes : 

liquide ou solide avec 6 g l-1 d’agar. Les trois milieux testés sont additionnés de 20 g l-1 de 

saccharose, 50 mg l-1 de Myo-Inositol et une balance hormonale composée de 0.1 mg l-1 de 

Zéatine, 0.1 mg l-1 de BAP et 0.05 mg l-1 d’AIB en plus de 0.55 g l-1 de glutamine et 1 g l-1 

d’hydrolysat de caséine. Les cultures dans les boites ou Erlenmeyers ou ballons sont incubées 

sous obscurité totale. 

3.2.1.2. Effet de la balance hormonale 

En plus du témoin (sans hormones), quatre balances hormonales sont considérées : 

auxines (AIB ou ANA) et cytokinines (Zéatine ou Thidiazuron) sont additionnées au milieu 

de culture de base ECO (liquide ou solide) contenant 20 g l-1 de saccharose, 50 mg l-1 de Myo-

Inositol en plus de 0.55 g l-1 de glutamine et 1 g l-1 d’hydrolysat de caséine. Les cultures sont 

incubées sous obscurité totale. 

3.2.1.3. Effet de la concentration du saccharose 

Le saccharose est additionné à tous les milieux de culture de base ECO (liquide et 

solide) à une concentration de 0, 5, 10, 20, 30 ou 40 g l-1. Les cultures sont incubées sous 

obscurité totale. 

Facteurs étudiés 
 

Milieu solide Milieu liquide Nombre de 
traitements 

Type de milieu 
 

ECO – OM – MS 3 

Balance hormonale 

 
BH0 : Témoin (sans hormones) 
BH1 : AIB+Zéatine+BAP 
BH2 : AIB+Thidiazuron+BAP 
BH3 : ANA+Zéatine+BAP 
BH4 : ANA+Thidiazuron+BAP 

5 

Concentration du saccharose 
 

Témoin (sans sucre), 5, 10, 20, 30 ou 40 g l-1 
de saccharose 6 

Addition du charbon actif (CA) 
 

Témoin (sans CA), 0.5 ou 1 g l-1 de CA 3 

Durée d’incubation (semaines) 
 

2, 4, 6, 8, 10, 12, 14 ou 
16 semaines 

1, 2, 3, 4, 5 ou 6 
semaines 

8 pour solide 
6 pour liquide 
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3.2.1.4. Effet de l’addition du charbon actif (CA) 

En plus du témoin (sans CA), le charbon actif est additionné à une concentration de 

0.5 ou 1 g l-1 au milieu de culture de base ECO (liquide ou solide) après ajustement du pH. 

Les cultures sont incubées sous obscurité totale. 

3.2.1.5. Effet de la durée d’incubation des cultures 

Les cals sont cultivés sur le milieu de culture de base ECO (liquide ou solide). 

L’incubation des cultures sous obscurité totale dure une à six semaines sur milieu liquide et de 

2 à 16 semaines sur milieu solide. 

3.2.2. Production d’embryons somatiques 

Vu que la capacité de prolifération et de production d’embryons somatiques diffèrent 

fortement d’une lignée de cal à une autre ; il est indispensable d’homogénéiser les conditions 

de culture pour la production d’embryons somatiques destinés aux étapes suivantes de l’étude. 

De ce fait, la production d’ES est réalisée en cultivant 1 g de masse cellulaire des trois lignées 

évaluées dans des Erlenmeyers de 250 ml contenant 50 ml du milieu de culture de base ECO 

liquide. Les cultures sont incubées entre 3 et 4 semaines sous obscurité totale et 100 tr/mn 

d’agitation. A la sortie du milieu liquide, le cal est récupéré par filtration et l’ensemble des 

embryons somatiques produits, qui sont aux stades globulaire, cordiforme ou torpide sont 

récupérés et utilisés pour la suite du travail (maturation) tandis que les ES du stade 

cotylédonaire sont directement mis en germination. 

3.2.3. Différenciation et maturation des embryons somatiques 

Les embryons somatiques précédemment produits sont transférés sur un milieu solide 

de maturation sans régulateurs de croissance. Le milieu de culture de base ECO est additionné 

de 20 g l-1 de saccharose, 50 mg l-1 de Myo-Inositol, 1 g l-1 de charbon actif en plus de 0.55 g l-

1 de glutamine et 1 g l-1 d’hydrolysat de caséine et solidifiés avec 6 g l-1 d’agar. Au minimum, 

trois boîtes de Petri, contenant au moins neuf pro-embryons ou embryons immatures chacune, 

sont incubées pendant deux mois sous obscurité totale à 25±2°C. Après huit semaines de 

culture sur le milieu de maturation, la nécrose, la prolifération cellulaire (formation de cal), la 

différenciation (formation d’embryons au stade cotylédonaire) ainsi que le nombre 

d’embryons somatiques matures prêts à la mise en germination sont enregistrés. 
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3.2.4. Germination des embryons somatiques et régénération de plantules 

Les embryons somatiques matures présentant une structure cotylédonaire ou bi-polaire 

des deux lignées retenues (C2 et C3) sont mis en germination sur deux milieux différents : 

(OM et MS) solidifiés avec 6 g l-1 d’agar ou liquide sur lequel les embryons sont placés sur du 

papier filtre en forme de "Ϻ" préalablement stérilisé par autoclavage (Planche 3 a). Ainsi,  

l’effet de l’addition de 1 mg l-1 de BAP et 0.1 mg l-1 d’AIB est testé sur les deux milieux 

additionnés de 20 g l-1 de saccharose et 100 mg l-1 de Myo-Inositol. 

Au moins, 16 embryons somatiques matures sont placés en germination 

individuellement dans des tubes à essai pendant au moins huit semaines sous photopériode de 

16 h de lumière (35 µmol m-2 s-1) à une température de 25±2°C. Les observations ont porté 

sur le pourcentage de germination, l’émergence de la racine, la taille de la pousse ainsi que le 

nombre de feuilles par vitroplant obtenu après huit semaines de culture (Planche 3 b et c). 

3.3. Micropropagation des pousses issues des embryons somatiques 

Afin de maintenir le maximum de plants in vitro ; une micropropagation des pousses 

issues de la germination des embryons somatiques est appliquée. Pour ce faire, les embryons 

somatiques des deux lignées retenues (C2 et C3) sont mis en germination sur le milieu OM 

solidifiés avec 6 g l-1 d’agar additionné de 20 g l-1 de saccharose, 100 mg l-1 de Myo-Inositol 

ainsi qu’une balance hormonale de 1 mg l-1 de BAP et 0.1 mg l-1 d’AIB. 

Après plus de huit semaines de culture, les pousses obtenues (Planche 3 c) sont 

divisées en microboutures uninodales et mises en culture sur deux milieux de culture solides 

différents (Planche 3 d) contenant plusieurs balances hormonales à base de cytokinines 

(BAP/Zéatine) combinées avec une auxine (AIB). Pour ce faire, deux types de milieux sont 

testés (OM et DKW). Les deux milieux de culture sont additionnés de 20 g l-1 de saccharose, 

100 mg l-1 de Myo-Inositol en plus de balances hormonales composées de 2 mg l-1 de BAP ou 

Zéatine combinés avec 0.1 mg l-1 d’AIB puis solidifiés avec 6 g l-1 d’agar. 

Au moins, 16 microboutures portant deux feuilles sont mises séparément en culture 

dans des tubes à essai contenant 15 ml du milieu de micropropagation pendant six semaines 

sous photopériode de 16 h de lumière (35 µmol m-2 s-1) à une température de 25±2°C. Les 

observations ont porté sur la réactivité ou le débourrement, le nombre de bourgeons débourrés 
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par mico-bouture, la taille de la pousse, le nombre de feuilles ainsi que le nombre de racines 

émises (Planche 3 e). 

3.4. Acclimatation des plantules régénérées 

Les vitroplants ayant atteint une taille acceptable (plus de 2 cm) avec plusieurs feuilles 

(plus de 4 feuilles) et présentant des racines bien développées sont acclimatés au niveau du 

laboratoire pendant environ deux mois. Les vitroplants sont retirés du milieu de culture, 

débarrassés de la gélose puis leurs racines sont bien rincées avec de l’eau distillée stérile afin 

d’éviter toute prolifération de pathogènes. Par la suite, les vitroplants sont plantés dans des 

pots avec un mélange de sable/terreau/perlite à raison de 2/2/1 (v/v/v) humidifié (Planche 3 f). 

Les pots sont percés à leur base pour assurer un bon drainage et gardés dans un conteneur 

transparent couvert par du cellophane. Un niveau élevé d’humidité à l’intérieur du conteneur 

est maintenue par une lame d’eau d’environ 1 cm (Planche 3 f). L’ensemble est gardé sous 

photopériode de 16 h de lumière (35 µmol m-2 s-1) à une température de 25±2°C. 

Après 10 jours d’incubation, on procède à la diminution graduelle de l’humidité 

relative à l’intérieur du dispositif par la création de petites perforations sur le cellophane après 

chaque semaine afin que les vitroplants s’acclimatent progressivement aux conditions moins 

humides (Planche 3 f). L’humidité du substrat est maintenue stable avant et après 

l’élimination complète du cellophane. Après environ deux mois, les plantules montrant une 

bonne reprise et une croissance indiquant une réactivation de leurs racines sont transférées en 

conditions naturelles sous serre sur un mélange de terre riche en matière organique et du 

terreau à raison de 2/1 (v/v). Les plants sont irrigués périodiquement jusqu’à leur transfert en 

plein champ (Planche 3 g). 
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efg

Mise en germination

Milieu 
solide

Milieu 
liquide

Début de germina tion Plantules développées Micropropaga tion

Vitroplants développésAcclimata tion au laboratoireAcclimata tion sous serre

Perforations

Lame d’eau

 
Planche 3 : Protocole de germination des embryons somatiques (ES) matures, micropropagation et acclimatation des plantules régénérées. a. Mise en germination des ES sur 

milieu solide et liquide. b. Germination des ES. c. Plantules régénérées après huit semaines de germination des ES. d. Micropropagation des plantules obtenues sur milieu 

solide. e. Plantules obtenues après micropropagation sur milieu solide. f. Acclimatation des vitroplants au laboratoire. g. Acclimatation des plantules sous serre.
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4. Variation somaclonale : Induction par pression sélective 

L’induction de la variation somaclonale sur les cals de trois lignées embryogènes est 

réalisée selon les protocoles établis par Jayasankar et Litz (1998) et Jayasankar et al. (2000) 

en utilisant comme agent de sélection (pression sélective) le filtrat brut du milieu de culture de 

Verticillium dahliae Kleb. (Agent causal de la verticilliose de l’olivier). L’essai est réalisé par 

sélection continue sur un milieu solide ou discontinue sur un milieu liquide contenant 

différentes concentrations du filtrat fongique. 

4.1. Souches de Verticillium utilisées 

Les deux souches de Verticillium dahliae Kleb. utilisées pour produire le filtrat brut de 

la culture, ont été gracieusement mise à notre disposition par Dr. Tihar-Benzina Farida du 

Laboratoire de Valorisation et Conservation des Ressources Biologiques (VALCORE) de 

l’Université de Boumerdès. La souche S1 caractérisée par son action défoliante et la souche 

S2 est non-défoliante (Planche 4 a et b). Les deux souches sont isolées à partir d’oliviers 

atteints de la verticilliose dans la région de M’chedellah, wilaya de Bouira. 

4.2. Production du filtrat brut de la culture de Verticillium 

La production du filtrat est réalisée comme suit : 5 à 6 morceaux (0.5 x 1 cm) du 

milieu PDA (Potato Dextrose Agar) solidifié avec 15 g l-1 d’agar (Tableau 3), sur lequel le 

mycélium des deux souches de Verticillium est cultivé, sont introduits dans des Erlenmeyers 

de 250 ml (Planche 4 c) contenant 100 ml du milieu Czapek (Czapek, 1901) (Tableau 3). Les 

flacons sont incubés sous agitation de 125 tr/mn à 25±2°C en obscurité totale pendant au 

moins 7 jours (Planche 4 d). Par la suite, le filtrat "sans cellules fongiques" est réalisé en 

filtrant le milieu de culture précédent contenant le mycélium développé à travers une passoire 

métallique couverte avec trois couches de bonde-à-gaz stérile (Planche 4 e) avant d’être 

centrifugé deux fois consécutives pendant 2 minutes à 3000×g sur un rotor libre (Planche 4 f). 

Le surnageant résultant après centrifugation est filtré sous vide sur du papier Whatman Nº1 

préalablement stérilisé (Planche 4 g). L’absence de cellules fongiques est confirmée par la 

culture de 0,5 ml du filtrat sur un milieu PDA à 25±2°C pendant au moins 7 jours pendant 

lesquels aucun développement fongique n’est observé. Le filtrat stérilisé par microfiltration 

sur des filtres millipores de type sartorius (diamètre 0.22 μm) est ensuite stocké à -4°C 

(Planche 4 h). Le pH du filtrat est ajusté à 5.74 avant d’être ajouté au milieu de sélection 

(Planche 4 i). 
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fd e
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Planche 4 : Production du filtrat brut de la culture de Verticillium dahliae Kleb. utilisé pour la sélection in vitro 

des cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. a. et b. Souches de Verticillium utilisées. c. Introduction du 

mycélium en milieu Czapek liquide. d. Aspect des cultures mycéliennes après une semaine. e. Filtration du 

milieu de culture du champignon. f. Centrifugation du filtrat et récupération du surnageant. g. Filtration sous 

vide. h. Filtrats bruts. i. Filtre millipore pour la stérilisation. (Barre correspond à 1 cm). 
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Tableau 3 : Composition chimique des milieux utilisés pour la culture de Verticillium dahliae Kleb. 

4.3. Sélection en présence du filtrat brut de la culture de Verticillium 

La sélection est effectuée sur les cals embryogènes de trois lignées cellulaires (C1, C2 

et C3) en milieu liquide ou solide contenant différentes concentrations de filtrat brut de deux 

souches de Verticillium dahliae Kleb. agent causal de la verticilliose de l’olivier. 

4.3.1. Sélection en milieu liquide (sélection discontinue) 

La sélection discontinue en milieu liquide consiste à soumettre des cultures 

embryogènes à la pression sélective par un agent sélectif durant une certaine durée (trois 

semaines) ensuite permettre aux cellules de proliférer de nouveau sur un milieu dépourvu de 

l’agent de sélection. Après la reprise des cellules, celles-ci seront soumises de nouveau à une 

pression sélective plus élevée. Le cycle de pression discontinue est répétée jusqu’à 

l’adaptation des cellules aux conditions du stress sélectif. 

Pour ce faire, une masse embryogène de 0.2 g du cal de trois lignées (C1, C2 et C3) 

est cultivée dans un Erlenmeyer de 100 ml avec 25 ml du milieu de base ECO contenant 0, 

20, 40 ou 60 % du filtrat brut de la culture de deux souches du champignon. 

Composants des milieux 
 Milieux de culture 
 PDA Czapekm 

Eléments chimiques 
(g l-1) 

 NaNO3  - 2 
 K2HPO4  - 1 
 KCl  - 0.5 
 MgSO4. 7 H2O  - 0.5 
 FeSO4. 7H2O  - 0.01 
 MnSO4. H2O  - 0.01 
 ZnSO4. 7H2O  - 0.01 

Additifs (g l-1) 

 Saccharose  - 30 
 Dextrose  20 - 
 Bouillon de pomme de terre  4 - 

Agar (g l-1)  15 - 

pH  5.6 6.1 



                                                                                                   Partie II. Matériels et Méthodes 

54 
 

Trois Erlenmeyers par traitements sont incubés sous obscurité à 25±2°C et une 

agitation de 100 tr/mn durant trois semaines. Le filtrat est additionné au milieu de culture 

après stérilisation à travers un filtre millipore, et ce, lorsque la température du milieu stérilisé 

par autoclavage descend à moins de 40°C. 

Après trois semaines de culture sous agitation, les cals sont récupérés sur une grille 

métallique de 0.5 mm et l’accroissement du poids frais est évalué. Par la suite, les cals sont 

étalés sur un milieu ECO solide de base sans filtrat pour estimer le degré de brunissement des 

amas cellulaires (Planche 5) et permettre la prolifération des cellules embryogènes pendant au 

moins trois mois avec un renouvellement mensuel du milieu de culture. L’évaluation de 

l’accroissement du poids frais des cals est réalisée à chaque repiquage. 

4.3.2. Sélection sur milieu solide (sélection continue) 

La sélection continue sur milieu solide consiste à maintenir des cultures embryogènes 

en présence de l’agent sélectif pendant une durée maximale (quinze semaines) pour permettre 

aux cellules de s’habituer à la présence de l’agent de sélection dans le milieu de prolifération. 

De même que pour la sélection en milieu liquide, après plusieurs cycles de culture sur une 

concentration donnée de l’agent sélectif ; les masses cellulaires sont transférées sur un milieu 

contenant une concentration plus élevée afin de maintenir la pression sélective sur les cellules 

jusqu’à l’adaptation des celles-ci à la présence du filtrat fongique. 

En effet, une masse de cal embryogène de 0.2 g des trois lignées est cultivée dans des 

boîtes de Petri de 5.5 cm contenant 15 ml du milieu de base ECO solidifié avec 6 g l-1 d’agar 

additionné de 0, 20, 40 ou 60 % du filtrat brut de la culture des deux souches du champignon. 

Par traitement, trois boîtes de Petri contenant les explants des trois lignées de cals exposés aux 

différentes concentrations du filtrat fongique sont incubées sous obscurité à 25±2°C durant 

trois semaines. L’addition du filtrat au milieu de culture est réalisée à travers un filtre 

millipore lorsque la température du milieu descend à moins de 40°C. 

Après trois semaines d’incubation, l’accroissement du poids frais ainsi que le degré de 

brunissement sont évalués avant que le cal ne soit transféré de nouveau sur un milieu frais 

contenant la même concentration de départ de filtrat. Le renouvellement du milieu de culture 

est réalisé toutes les trois semaines pendant environ trois mois avec l’évaluation de 

l’accroissement du poids frais des cals avant chaque transfert. 
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4.4. Estimation du degré de brunissement des amas cellulaires 

Le degré de brunissement du cal est évalué à l’aide du logiciel ImageJ® 1.47v par la 

différence de la densité de couleur par rapport à l’état initial du cal. Toutes les images sont 

prises sur un fond rouge. Au début, l’image initiale du cal prise juste après son étalement sur 

le milieu de sélection (Planche 5 a) est traitée par le logiciel ADOBE® PHOTOSHOP® CS5 

EXTENDED Version 12.0 x64 pour éliminer le fond (en rouge) et garder uniquement les 

masses cellulaires étalées (Planche 5 b). Par la suite, à l’aide du logiciel ImageJ® l’image 

résultante est convertie vers le type "8-bit" (Planche 5 c) afin de déterminer les seuils limites 

des couleurs binaires (nuance de gris) (Planche 5 d). 

Après trois semaines de culture, l’image correspondante montrant l’aspect du cal est 

traitée de la même manière précédente (Planche 5 e-f et g) mais sans prendre en considération 

les seuils limites afin de déterminer la surface entière du cal lors de la transformation de 

l’image en mode binaire en noir et blanc (Planche 5 h). Enfin, l’introduction des seuils limites 

dans les caractéristiques de l’image permettront de délimiter les parties en prolifération de 

celles présentant un brunissement (Planche 5 i) et déterminer, ainsi, leurs surfaces respectives 

(Planche 5 j). 

4.5. Régénération de plantules après sélection en présence du filtrat fongique 

Après quatre mois de sélection sur le milieu solide avec ou sans filtrat, les embryons 

somatiques globulaires ou pro-embryons sont récupérés à partir de quelques traitements 

(notamment de 20 et 40% de filtrat) ayant montré une certaine prolifération cellulaire, et mis 

en germination sur un milieu OM solidifiés avec 6 g l-1 d’agar et additionné de 20 g l-1 de 

saccharose, 100 mg l-1 de Myo-Inositol ainsi qu’une balance hormonale composée de 1 mg l-1 

de BAP et 0.1 mg l-1 d’AIB. Après plus de six semaines de culture, la multiplication des 

plantules issues des embryons somatiques est réalisée sur un milieu OM solidifiés avec 6 g l-1 

d’agar et additionné de 20 g l-1 de saccharose, 100 mg l-1 de Myo-Inositol ainsi qu’une balance 

hormonale composée de 2 mg l-1 de Zéatine et 0.1 mg l-1 d’AIB. 
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Planche 5 : Estimation du degré de brunissement des amas cellulaires du cal embryogène d’olivier après 

sélection en présence du filtrat brut de culture de Verticillium dahliae Kleb. a. Amas cellulaires initialement 

étalées sur le milieu de sélection. b. Suppression du fond rouge par ADOBE® PHOTOSHOP® CS5 

EXTENDED. c. Image transformée en type ‘8-bit’ par ImageJ®. d. Détermination des seuils limites de couleurs 

binaires. e. Aspect des amas cellulaires après trois semaines en présence du filtrat du champignon. f. Suppression 

du fond rouge. g. Transformation de l’image en type ‘8-bit’. h. Détermination de la surface totale de la culture 

après application du mode binaire ‘noir et blanc’. i. Détermination des surfaces brunies et celles en prolifération 

via les seuils limites. j. Exemple de résultats obtenus. (Barre correspond à 1 cm). 

5. Transformation génétique : Enracinement par inoculation bactérienne 

Dans l’objectif d’améliorer l’enracinement des boutures prélevées à partir de plants 

issus de la germination des embryons somatiques, l’effet de l’infection bactérienne (IB) par 

une souche d’Agrobacterium rhizogenes combiné avec la présence d’une auxine est étudié. 

L’acclimatation des pousses enracinées est ainsi testée. 



                                                                                                   Partie II. Matériels et Méthodes 

57 
 

5.1. Souche bactérienne, inoculation des microboutures et co-culture 

La souche bactérienne "A4" d’Agrobacterium rhizogenes utilisée dans le présent 

travail est activée par ensemencement sur un milieu YEM (Yeast Extract Mannitol) (Vincent, 

1970) (Tableau 4). Après 48 h d’incubation sous obscurité à une température de 28±1˚C ; la 

souche est suspendue dans le milieu YEM liquide et mise en culture sous 80 tr/mn d’agitation 

pendant 72 h jusqu’à l’obtention d’une densité optique entre 0.5 et 0.6 à une longueur d’onde 

↓λ = 600 nm. 

Les microboutures prélevées des vitroplants issus de la germination des embryons 

somatiques des deux lignées de cals (C2 et C3) sont infectées par immersion de leurs bases 

dans la suspension bactérienne pendant quelques secondes avant d’être placées en co-culture 

dans des boîtes de Petri sur un milieu OM de base solide sans hormones. Les boutures des 

vitroplants témoins sont traitées de la même manière que les autres traitements néanmoins 

avec un milieu YEM sans bactéries. Les microboutures infectées et celles du témoin sont 

incubées sous obscurité à une température de 25±2°C pendant 48 h. 

Tableau 4 : Composition chimique du milieu YEM utilisé pour la culture d’Agrobacterium rhizogenes. 

5.2. Mise en culture des microboutures 

Après 48 h de co-culture, les microboutures infectées et celles du témoin sont 

introduites séparément dans des Erlenmeyers de 250 ml contenant 50 ml d’un milieu OM de 

base additionné de 20 g l-1 de saccharose, 100 mg l-1 de Myo-Inositol en plus d’une balance 

hormonale composée de 2 mg l-1 de Zéatine et 0.1 mg l-1 d’AIB et solidifié avec 6 g l-1 d’agar. 

Afin d’empêcher le développement de la bactérie dans le milieu de culture, ce dernier est 

additionné de 250 mg l-1 de céfotaxime après autoclavage lorsque la température descend à 

40°C. 

Composants du milieu YEM  Quantité (g L-1) 

Eléments chimiques 
(g l-1) 

 K2HPO4  0.5 
 NaCl  0.1 
 MgSO4. 7 H2O  0.2 

Additifs 
(g l-1) 

 Mannitol  10 
 Extrait de levure  0.4 

Agar (g l-1)  0 ou 6 
pH  6.1 
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Trois Erlenmeyers par traitement contenant chacun cinq boutures sont incubés pendant 

six semaines sous photopériode de 16 h de lumière (35 µmol m-2 s-1) à une température de 

25±2°C. Tout au long de la culture, les observations ont porté sur la formation de cal à la base 

des boutures, la réactivité ou le débourrement, le nombre de bourgeons débourrés par bouture, 

la taille moyenne de la pousse, le nombre moyen de feuilles, l’apparition des racines, le 

nombre et la longueur des racines émises ainsi que le nombre de microboutures récupérées 

après six semaines de culture. 

5.3. Acclimatation des plantules développées 

Les vitroplants ayant atteint une taille de 5 cm ou plus avec plusieurs feuilles et 

présentant des racines sont acclimatés comme cela a été décrit précédemment. Toutefois, afin 

d’éviter tout risque de prolifération bactérienne ; la partie racinaire des vitroplants débarrassée 

de la gélose est immergée dans une solution de 500 mg l-1 de céfotaxime pendant environ une 

heure avant de procéder à l’acclimatation. 

6. Analyse statistique des données 

Les essais sont effectués selon le dispositif de randomisation totale. Toutes les 

analyses statistiques des données (Analyse de la variance et tests) sont effectuées à l’aide du 

programme "XLSTAT" version 2016.02.27444. En cas d’effet significatif, le classement des 

moyennes est réalisé par le test PPDS (Plus Petite Différence Significative) de Fisher. Les 

pourcentages et les proportions sont analysés par le test Khi-Deux. Dans toutes les analyses, 

un niveau de signification de 5% est considéré. Les résultats obtenus sont représentés 

graphiquement en utilisant le programme Excel de Microsoft Office 2007. Les lettres sur les 

graphiques et tableaux indiquent les groupes homogènes. 
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Partie III. Résultats et Interprétation 

1. Établissement des cultures embryogènes 

Cette partie du travail a comme objectif d’établir et d’optimiser les différentes étapes 

du protocole de régénération in vitro de plants d’olivier par embryogenèse somatique. Les 

radicules des embryons zygotiques extraits de la semence du cultivar Algérien ‘Chemlal’ sont 

utilisées comme explants primaires pour l’induction de cals embryogènes. Les facteurs 

majeurs influençant l’induction de cals, leur prolifération cellulaire, production et maturation 

ainsi que la germination des embryons somatiques et multiplication in vitro des plants obtenus 

suivie d’une acclimatation aux conditions naturelles sont étudiés. 

1.1. Induction des cals embryogènes 

Les résultats obtenus indiquent que l’induction de cals embryogènes à partir de 

radicules d’embryons zygotiques du cultivar ‘Chemlal’ est fortement influencée par la 

composition chimique du milieu d’induction ainsi que le type de régulateurs de croissance 

utilisés particulièrement l’auxine. 

Après trois semaines de culture, un plus grand nombre de cals est observé sur le milieu 

OMc que sur le milieu MS, et ce, indépendamment de la combinaison hormonale ajoutée sauf 

pour le 2,4-D. En effet, le meilleur taux de callogenèse (100%) est obtenu sur le milieu OMc 

additionné de 0.5 mg de Zéatine et 5 mg d’AIB tandis que moins de 13% de callogenèse est 

obtenue sur les milieux témoins et 26.7% sur OMc avec 0.5 mg de 2,4-D. Toutefois, lorsque 

le 2,4-D est utilisé dans MS, la formation de cals est significativement améliorée avec 43.3% 

(Figure 1). En outre, les radicules cultivées en absence de régulateurs de croissance ou en 

présence de l’ANA tendent à s’allonger avec, dans certains cas, une formation de cal. Des 

taux d’élongation de 76.7% et 93.3% sont enregistrés sur les milieux témoins contre 40 et 

63.3% en présence de l’ANA respectivement sur OMc et MS (Tableau 5, Planches 6 et 7, 

Annexe 1a). 

Le transfert des cals sur des milieux de culture dépourvus de Zéatine et une 

concentration d’auxine réduite à 1/10ème affecte significativement leur prolifération en 

induisant la nécrose des cals. Cependant, 53.3 et 56.7% des cals induits sur OMc contenant 

respectivement l’AIA et AIB continuent à proliférer tandis que 76.7 et 86.7% des cals obtenus 

respectivement sur OMc et MS additionnés de 2,4-D montrent une forte nécrose avec une très 
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faible callogenèse (6 à 10%) proche du témoin permettant 6.7% de prolifération (Tableau 5, 

Figure 1, Planches 6 et 7, Annexe 1a). 

Le passage des cultures sur le milieu ECO additionné de la combinaison hormonale 

appropriée indique que l’obtention de cals embryogènes présentant une prolifération 

permanente avec l’apparition de structures embryogènes (nodules) est plus déterminée par le 

type d’auxine utilisée durant la callogenèse que par la composition chimique du milieu 

d’induction. En effet, la combinaison de la Zéatine avec de l’AIB permet d’obtenir les 

meilleurs taux d’embryogenèse avec 13.3 et 10% respectivement sur les milieux OMc et MS. 

Cependant, près de 7% des cals obtenus en présence de l’ANA sur les deux milieux testés et 

3.3% avec l’AIA sur MS étaient embryogènes alors qu’aucune embryogenèse n’est obtenue 

sur les milieux témoins ou additionnés de 2,4-D (Figure 1, Annexe 1a). 

En effet, en absence d’auxine (témoins) ; l’élongation des explants sans formation de 

cal est suivie d’une nécrose apicale induisant la mort des explants sur le milieu ECO (Planche 

8 a-b-c et d). Inversement, en présence de l’ANA l’élongation des radicules est accompagnée 

d’une formation de cals blanchâtres particulièrement sur la partie basale (Planche 8 m et n) 

suivie de l’apparition de structures embryogènes après leur transfert sur le milieu dépourvu de 

Zéatine ainsi que le milieu ECO (Planche 8 o et p). Néanmoins, en présence de l’AIA ou de 

l’AIB la callogenèse débute souvent à partir de la base des explants avec un léger gonflement 

de la partie apicale avant de se propager sur l’ensemble de l’explant en absence de cytokinine 

(Planche 8 e-f-g et i-j-k) conduisant par la suite à l’apparition de masses embryogènes, et ce, 

en dépit d’un certain brunissement (Planche 8 h et l). Par contre, le 2,4-D induit un 

gonflement suivi d’un brunissement marqué provoquant par la suite une nécrose totale des 

explants sans apparition de structures embryogènes (Planche 8 q-r-s et t). 
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Figure 1. Effet du type de milieu de culture (A et B) et du type de d’auxine additionné sur le taux de callogenèse 

et d’induction de l’embryogenèse somatique à partir d’explants de radicules d’embryons zygotiques d’olivier, 

Cv. Chemlal. 
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Tableau 5 : Effet du type de milieu d’induction de l’embryogenèse somatique sur l’élongation des radicules et la 

nécrose des cals obtenus à partir d’explants de radicules d’embryons zygotiques d’olivier, Cv. Chemlal*. 

 

Milieu 
d’induction 

Auxines 
additionnées 

 

Elongation (%) 

Nécrose (%) 

 
1 mois / Milieu 

sans Zéatine 
+ 2 mois / 

Milieu ECO 

OMc 

Témoin 
 

76.6 b 10.0 ef 23.3 de’ 

AIA 
 

0.0 d 73.3 ab 90.0 ab’ 

AIB 
 

0.0 d 70.0 ab 83.3 ab’ 

ANA 
 

40.0 c 30.0 de 60.0 c’ 

2,4-D 
 

0.0 d 86.7 a 100.0 a’ 

MS 

Témoin 
 

93.3 a 6.7 f 20.0 e’ 

AIA 
 

0.0 d 56.7 bc 73.3 bc’ 

AIB 
 

0.0 d 43.3 cd 63.3 c’ 

ANA 
 

63.3 b 16.7 ef 40.0 d’ 

2,4-D 
 

0.0 d 76.7 ab 100.0 a’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », En gras sans 
accent « a ») indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
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Planche 6 : Aspect des radicules des embryons zygotiques d’olivier, Cv. Chemlal, cultivées sur le milieu de culture OMc additionné de différentes auxines (AIA, AIB, ANA 

et 2,4-D) après 3 semaines et 4 semaines d’induction de l’embryogenèse somatique. (Barre correspond à 1 cm). 
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Planche 7 : Aspect des radicules des embryons zygotiques d’olivier, Cv. Chemlal, cultivées sur le milieu de culture MS additionné de différentes auxines (AIA, AIB, ANA et 

2,4-D) après 3 semaines et 4 semaines d’induction de l’embryogenèse somatique. (Barre correspond à 1 cm). 
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Planche 8 : Evolution des explants de radicules d’embryons zygotiques d’olivier, Cv. Chemlal, mises en culture 

en présence de différentes auxines après 3 semaines sur les premiers milieux d’induction OMc ou MS (Ind1), 4 

semaines sur les deuxièmes milieux OMc ou MS (Ind2) d’induction de l’embryogenèse somatique et début 

d’apparition des structures embryogènes après transfert sur le milieu ECO. (→ : les flèches indiquent les 

structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm sauf pour b, f, h, j, l, n, p et r la barre correspond à 0.1 cm). 
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Au total, douze (12) lignées de cals sont obtenues. Elles sont caractérisées par une 

certaine prolifération plus ou moins maintenue avec la présence de structures embryogènes 

(nodules de différentes tailles et embryons somatiques de différents stades de développement) 

(Tableau 6, Planche 9). 

La majorité des lignées obtenues présentent des amas cellulaires de structures 

nodulaires de différentes tailles (Planche 9) tandis que chez certaines lignées ; les masses 

cellulaires sont amorphes (Planche 9 C10) et présentant peu de nodules ou de très petites 

nodules en surface. 

Les cals présentent une friabilité variant d’une structure composée de masses 

cellulaires facilement séparables (Planche 9 C1-C3-C4 et C6) à une structure plus ou moins 

compacte (Planche 9 C2-C5-C7-C8-C9 et C10). Toutefois, les cals des lignées C11 et C12 

présentent des nodules fortement collés entre eux. Ils sont caractérisés par une forte nécrose et 

une prolifération très lente avec peu de pro-embryons somatiques qui apparaissent à la surface 

des cals (Planche 9 C11 et C12). 

La prolifération cellulaire, la nécrose des lignées ainsi que la production de masses 

pro-embryogènes sont en relation directe avec la texture du cal. Les textures nodulaires 

friables présentent souvent une bonne prolifération et une nécrose faible ou moyenne avec 

l’apparition précoce de structures embryogènes sur la surface des cals (Planche 9 C1-C2 et 

C3) alors que les amas cellulaires fortement compactés ont une faible capacité de prolifération 

et de production de pro-embryons avec une nécrose marquée (Tableau 6, Planche 9). 

De même, la couleur du cal dépend fortement de la friabilité des masses cellulaires. En 

effet, les lignées nodulaires friables sont de couleur blanc-jaunâtre (Planche 9 C1-C2-C3-C4 

et C6) tandis que les lignées fortement compactes (Planche 9 C11 et C12) sont de couleurs 

foncées et présentent un taux de nécrose élevé. 

Au final, six lignées embryogènes classées sur la base de leurs caractéristiques 

morphologiques sont obtenues (Planche 9 de C1 à C6). Elles sont retenues et maintenues pour 

la suite du travail. Toutefois, uniquement trois lignées ont fait l’objet de l’évaluation de leur 

capacité embryogène et de régénération de plantules parfaitement constituées. 
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Tableau 6 : Caractéristiques des lignées de cals embryogènes obtenues à partir de radicules d’embryons zygotiques d’olivier, Cv. Chemlal, en présence de différentes auxines 

et sur deux milieux de culture (OMc et MS). 

Lignées Milieu/Auxine 
d’induction  Texture* Taille des 

nodules Prolifération Nécrose Expression 
embryogène** 

C1 OMc / ANA  Nodulaire friable Moyenne Très bonne Faible Moyenne 

C2 OMc / ANA  Nodulaire peu friable Moyenne Bonne Faible Très bonne 

C3 MS / AIB  Mixte friable Petite/Moyenne Bonne Faible Bonne 

C4 OMc / AIB  Nodulaire friable Variable Bonne Moyenne Faible 

C5 OMc / AIB  Nodulaire compacte Variable Bonne Forte Très faible 

C6 OMc / AIB  Mixte friable Variable Bonne Moyenne Très faible 

C7 OMc / AIB  Nodulaire peu friable Variable Moyenne Moyenne Très faible 

C8 MS / ANA  Mixte compacte Variable Moyenne Moyenne Très faible 

C9 MS / ANA  Mixte compacte Variable Moyenne Moyenne Très faible 

C10 MS / AIA  Granuleuse compacte Très petite Faible Forte Très faible 

C11 MS / AIB  Nodulaire très compacte Grande Très faible Forte Très faible 

C12 MS / AIB  Nodulaire très compacte Variable Très faible Forte Faible 

Nodulaire : masses cellulaires en forme de nodules, Granuleuse : masses cellulaires amorphes, Mixte : masses cellulaires amorphes avec présence de quelques nodules en surface. 
* : Friable : la séparation des masses et nodules est facile et sans effort, Peu friable : la séparation des amas cellulaires nécessitent un certain effort avec la pince uniquement, Compacte : la séparation est difficile et 
nécessite plus d’effort avec la pince, Très compacte : la séparation est très difficile et nécessite l’utilisation de la pince et du scalpel. 
** : l’expression embryogène est relative à l’apparition des structures embryogènes (embryons somatiques des stades torpide, cordiforme et cotylédonaire) après plus de deux mois de culture sur milieu solide. 
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Planche 9 : Aspect des lignées de cals embryogènes obtenues à partir des radicules d’embryons zygotiques 

d’olivier, Cv. Chemlal, après plusieurs mois d’induction en présence de différentes auxines sur deux milieux de 

culture (OMc et MS) et apparition des structures embryogènes après transfert sur le milieu ECO. (→ : les flèches 

indiquent les structures embryogènes, Barre des premières images de chaque groupe correspond à 1 cm et 0.1 cm 

pour les autres). (Abréviations : Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, Cot : Embryon somatique au 

stade cotylédonaire, ME : Masse embryogène, Nod : Nodule, Tor : Embryon somatique au stade torpide). 
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Conclusion partielle (Induction des cals embryogènes) 

L’induction de cals embryogènes d’olivier est initiée par la culture de radicules 

d’embryons zygotiques isolés des noyaux d’olives matures du cultivar ‘Chemlal’ puis 

cultivées sur deux milieux différents (OMc ou MS) solides contenant diverses combinaisons 

hormonales à base d’auxines et cytokinines. Les résultats obtenus indiquent que : 

 L’induction de l’embryogenèse somatique est fortement influencée par la composition 

chimique du milieu d’induction de la callogenèse, la balance hormonale utilisée et surtout 

le type d’auxine additionnée. 

 La formation de cals après trois semaines d’incubation est plus importante chez les 

explants de radicules mis en culture sur le milieu OMc que sur le milieu MS. De plus, la 

balance hormonale composée d’AIB et de Zéatine permet d’obtenir plus de callogenèse par 

rapport aux autres balances hormonales. En outre, le meilleur taux de callogenèse (100%) 

est obtenu sur le milieu OMc en présence de l’AIB en combinaison avec la Zéatine tandis 

que les autres auxines notamment le 2,4-D ne donnent que de faibles résultats. 

 Le maintien des cals pendant un mois sur les mêmes milieux dépourvus de Zéatine et avec 

une concentration d’auxine réduite à 1/10ème provoque une forte nécrose des masses 

cellulaires induites particulièrement sur le milieu OMc additionné de 2,4-D ou d’AIA. 

Néanmoins, les cals induits en présence d’AIB ont maintenu une certaine prolifération 

cellulaire en dépit du brunissement prononcé observé. 

 Le transfert des cals obtenus sur le milieu ECO contenant l’auxine correspondante (à celle 

utilisé pour la callogenèse) en plus de la Zéatine et de la BAP s’est traduit par l’obtention 

de plusieurs lignées de cals embryogènes dont la majorité (7 lignées sur 12) est obtenue 

suite à une induction sur les milieux contenant l’AIB. 
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1.2. Évaluation de la capacité embryogène de quelques lignées de cals 

Après l’obtention de plusieurs lignées de cals ayant maintenus une certaine 

prolifération cellulaire avec apparition de structures embryogènes (nodules ou globules, pro-

embryons et embryons somatiques) d’une couleur blanc-opaque et une texture nodulaire 

friable ; nous nous sommes intéressés à l’étude de l’effet des facteurs influençant la capacité 

embryogène (prolifération ainsi que la production, maturation et germination des embryons 

somatiques) de nos lignées. 

1.2.1. Estimation de la capacité de prolifération 

La capacité de prolifération des trois lignées de cals retenues (C1, C2 et C3) est 

estimée par l’accroissement du poids frais obtenu suite à la culture d’une masse de cal sur un 

milieu de culture solide ou liquide pendant un mois sous obscurité totale. De plus, l’aspect 

morphologique des cals obtenus ainsi que l’apparition des structures embryogènes et la 

nécrose des masses cellulaires sont considérées. L’effet de certains facteurs considérés les 

plus influençant est étudié. 

1.2.1.1. Effet du type de milieu de prolifération 

L’accroissement du poids frais des cals est significativement influencé par la lignée de 

cal, le type et la nature (liquide ou solide) du milieu de culture (Figure 2, Planche 10, Annexe 

1b). En effet, la culture en suspension permet un accroissement du poids frais plus élevé par 

rapport au milieu solide. 

La prolifération des lignées C1 et C3 est supérieure sur le milieu ECO liquide avec 

0.29 et 0.26 g respectivement que sur les deux autres milieux testés (OM et MS), tandis que le 

milieu OM était plus bénéfique pour la prolifération de la lignée C2 avec 0.2 et 0.3 g/mois 

d’accroissement du poids frais respectivement en milieu solide et liquide. Cependant, la 

lignée C1 est moins influencée par la nature du milieu de prolifération du fait que les 

accroissements du poids frais enregistrés étaient presque les mêmes essentiellement sur ECO 

et MS avec 0.29 et 0.2 g respectivement (Figure 2). Inversement, la prolifération de la lignée 

C2 n’est pas significativement influencée par le type du milieu de culture particulièrement 

solide permettant un accroissement entre 0.16 et 0.18 g/mois sur les trois milieux testés 

(Figure 2 A). 
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Par ailleurs, le meilleur accroissement du poids frais obtenu est d’environ 0.3 g avec la 

lignée C2 après un mois de culture sur OM liquide (Figure 2 B) alors que la lignée C3 

prolifère faiblement sur les milieux OM et MS notamment ceux solides avec 0.08 g/mois 

d’accroissement de poids frais (Figure 2 A). 
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Figure 2. Effet du type de milieu de prolifération solide (A) et liquide (B) sur l’accroissement du poids frais de 

trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. 

La faible prolifération des lignées de cals C1 et C3 sur les milieux OM et MS solides 

est accompagnée souvent d’un brunissement intense des masses cellulaires initialement 

introduites en culture, ce qui se traduit par un faible accroissement du poids frais tandis que 

l’inverse est observé chez la lignée C2 notamment sur les milieux liquides où la prolifération 

aboutit à des masses cellulaires de grandes tailles moins nécrosées (Planche 10). 
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Planche 10 : Aspect des différents lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur trois milieux de prolifération (MS, OM et ECO) 

solides et liquides. (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires, Barre correspond à 1 cm). 
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Le milieu ECO permet une meilleure prolifération cellulaire des cals des différentes 

lignées avec la formation de structures pro-embryogènes, tandis que les milieux OM et MS 

aboutissent à la formation de masses cellulaires compactes peu friables avec des nodules de 

grande taille, ce qui se traduit par des structures embryogènes imbriquées en couronne 

notamment sur le milieu MS (Planche 11). 
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Planche 11 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de 

culture sur trois milieux de prolifération (MS, OM et ECO). (→ : les flèches indiquent les nouvelles 

proliférations cellulaires, Barre correspond à 0.1 cm). (Abréviations : Cor : Embryon somatique au stade 

cordiforme, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, ESs : Embryogenèse somatique secondaire, 

Néc : Nécrose, Nod : Nodule). 

1.2.1.2. Effet de la balance hormonale 

Les résultats obtenus indiquent que la présence des régulateurs de croissance dans le 

milieu de culture est indispensable pour le maintien de la prolifération cellulaire des cals des 

différentes lignées évaluées dont la réaction diffère selon la composition de la balance 
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hormonale et en relation directe avec la nature (liquide ou solide) du milieu de prolifération 

(Figure 3, Planches 12 et 13, Annexe 1b). 

En effet, les meilleurs résultats d’accroissement de poids frais avec la formation de 

masses cellulaires moins nécrosées sont obtservés en présence d’AIB et de Zéatine 

particulièrement en culture liquide avec 0.29, 0.2 et 0.26 g respectivement pour les trois 

lignées (C1, C2 et C3), tandis que sur milieu solide l’accroissement du poids frais était 

respectivement de 0.29, 0.16 et 0.14 g (Figure 3). 

Par ailleurs, les plus faibles capacités de prolifération obtenues avec la formation de 

masses cellulaires fortement nécrosées sont enregistrées sur les milieux témoins ainsi qu’en 

milieu liquide additionné de l’ANA combinée avec la Zéatine pour C1 et sur milieu solide 

pour C2 et C3 avec respectivement 0.04, 0.06 et 0.1 g d’accroissement de poids frais. 

Toutefois, la lignée C3 en milieu solide prolifère mieux en présence de l’ANA et du TDZ 

avec 0.17 g d’accroissement de poids frais après un mois de culture (Figure 3, Planche 12). 

En outre, la combinaison de l’AIB avec de la Zéatine permet une forte embryogenèse 

somatique secondaire aboutissant à la formation de structures embryogènes à des stades de 

développement très avancés alors qu’une faible expression embryogène est observée en 

présence des autres balances hormonales testées notamment celles contenant TDZ comme 

cytokinine (Planche 14). 
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Figure 3. Effet de la balance hormonale additionnée au milieu de prolifération ECO solide (A) et liquide (B) sur 

l’accroissement du poids frais de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. 
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Planche 12 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur le milieu ECO solide en présence de différentes 

balances hormonales à base d’auxines (AIB ou ANA) et de cytokinines (Zéatine ou Thidiazuron). (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires, Barre 

correspond à 1 cm). 
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Planche 13 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur le milieu ECO liquide en présence de différentes 

balances hormonales à base d’auxines (AIB ou ANA) et de cytokinines (Zéatine ou Thidiazuron). (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires, Barre 

correspond à 1 cm). (Abréviations : Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, Tor : Embryon somatique au stade torpide). 
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Planche 14 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur le milieu ECO en présence de différentes balances 

hormonales à base d’auxines (AIB ou ANA) et de cytokinines (Zéatine ou Thidiazuron). (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires, Barre correspond à 

0.1 cm). (Abréviations : Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, ESs : Embryogenèse somatique secondaire, Tor : 

Embryon somatique au stade torpide, Néc : Nécrose). 
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1.2.1.3. Effet de la concentration du saccharose 

La concentration du saccharose dans le milieu de prolifération influence 

significativement l’accroissement du poids frais du cal des différentes lignées embryogènes 

testées (Figure 4, Annexe 1b). En effet, l’accroissement du poids frais augmente 

proportionnellement avec la concentration du saccharose, et ce, particulièrement en culture 

liquide alors que des doses dépassant 20 g l-1 n’améliorent pas considérablement la 

prolifération notamment sur le milieu solide (Figure 4), malgré qu’elles accélèrent 

l’apparition et la différenciation des structures embryogènes assez développées (Planche 15). 

Par conséquent, les meilleurs résultats d’accroissement du poids frais obtenus sur le milieu 

solide sont enregistrés en présence de 40 g l-1 de saccharose pour C1 et C3 avec 0.29 et 0.15 g 

respectivement, tandis que 30 g l-1 de sucre permet d’obtenir plus de 0.16 g d’accroissement 

chez la lignée C2 (Figure 4 A, Planche 15). De même, une corrélation positive (r = 0.98) est 

observée entre l’accroissement du poids frais et la concentration du sucre en milieu liquide de 

telle sorte que les meilleurs accroissements du poids frais de 0.33, 0.21 et 0.32 g 

respectivement pour les trois lignées sont enregistrés en présence de 40 g l-1 de saccharose 

(Figure 4 B, Planche 16). 

La concentration minimale en sucre indispensable pour la prolifération cellulaire 

diffère d’une lignée à une autre et selon la nature du milieu de culture. En effet, les lignées C1 

et C2 sont capables de proliférer et produire de nouvelles masses cellulaires sur milieu solide 

même en présence d’une faible concentration de saccharose (5 g), tandis qu’une bonne 

prolifération chez la lignée C3 n’est observée qu’avec une concentration de saccharose 

supérieure à 10 g (Figure 4 A, Planches 15 et 16). Par ailleurs, l’effet de l’addition du 

saccharose au milieu liquide est nettement significatif (Figure 4 B, Planche 16). 
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Figure 4. Effet de la concentration du saccharose dans le milieu de prolifération ECO solide (A) et liquide (B) 

sur l’accroissement du poids frais de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. 

En outre, la nécrose des cals mis en culture diminue avec l’augmentation de la teneur 

en sucre dans le milieu. De plus, en présence de faibles concentrations (moins de 20 g) de 

sucre dans le milieu de maintien ; les lignées de cals ont tendance à proliférer en produisant 

peu de masses cellulaires nécrosées générant des embryons somatiques aux stades globulaires 

ou cordiformes tandis que des concentrations plus élevées de saccharose dans le milieu de 

culture favorisent la différenciation cellulaire et l’apparition d’embryons somatiques assez 

bien développés (stade torpide et cotylédonaire) avec une forte capacité d’embryogenèse 

somatique secondaire (Planche 15). 
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Planche 15 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur le milieu ECO solide en présence de différentes 

concentrations de saccharose. (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm). (Abréviations : Cor : 

Embryon somatique au stade cordiforme, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, ESs : Embryogenèse somatique secondaire, Tor : Embryon somatique au stade 

torpide). 
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Planche 16 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur le milieu ECO liquide en présence de différentes 

concentrations de saccharose. (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm). 
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1.2.1.4. Effet de l’addition du charbon actif (CA) 

La présence du charbon actif dans le milieu de culture améliore significativement la 

prolifération cellulaire du cal embryogène d’olivier. En effet, l’accroissement du poids frais 

des cals des trois lignées cultivées en présence du charbon actif est nettement amélioré par 

rapport au témoin sans CA et ce indépendamment de la nature du milieu de prolifération. 

Toutefois, la culture en suspension favorise une meilleure prolifération que sur le milieu 

solide (Figure 5, Annexe 1b). 

Sur le milieu solide, les meilleurs résultats de croissance des cals sont obtenus en 

présence de 0.5 g de CA pour C1 et C2 avec 0.34 et 0.25 g d’accroissement respectivement, 

alors que l’addition de 1 g de CA permet plus de prolifération pour C3 avec 0.19 g (Figure 5 

A). De même, une corrélation positive (r = 0.90) est révélée entre l’accroissement du poids 

frais et la concentration du CA dans le milieu liquide permettant 0.35, 0.25 et 0.32 g 

d’accroissement respectivement pour les trois lignées en présence de 1 g de CA (Figure 5 B). 

Par ailleurs, l’addition du charbon actif au milieu de culture améliore non seulement la 

capacité de prolifération (accroissement du poids frais) du cal (Figure 5) mais aussi ses 

caractéristiques qualitatives essentiellement sa capacité d’expression embryogène (Planche 

17). En effet, la présence du CA réduit nettement la nécrose des masses embryogènes à un 

léger brunissement particulièrement sur milieu solide. De même, la friabilité du cal et 

l’apparition de structures embryogènes assez développées (embryons somatiques aux stades 

torpide et cotylédonaire) sont significativement améliorés. Toutefois, le CA additionné en 

culture liquide tend à se coller aux amas cellulaires nouvellement produites (Planche 17 

Milieu liquide). 
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Figure 5. Effet de l’addition du charbon actif au milieu de prolifération ECO solide (A) et liquide (B) sur 

l’accroissement du poids frais de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. 



                                                                                                                                                                              Partie III. Résultats et Interprétation 

86 
 

Té
m

oi
n

0,
5 

g/
l

1 
g/

l

Milieu solide

C1 C2 C3

Té
m

oi
n

0,
5 

g/
l

1 
g/

l

Milieu liquide

C1 C2 C3

Tor

Cot
Néc

C
on

ce
nt

ra
tio

n 
du

 ch
ar

bo
n 

ac
tif

 (g
/l)

  
Planche 17 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de culture sur milieu ECO solide et liquide en présence de 

différentes concentrations du charbon actif. (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm). 

(Abréviations : Bru : Brunissement, Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, Néc : Nécrose, Tor : Embryon 

somatique au stade torpide). 
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1.2.1.5. Effet de la durée d’incubation des cultures 

La durée d’incubation sur le milieu de culture influence fortement la capacité de 

prolifération des cals. L’analyse des résultats révèle une corrélation positive entre 

l’accroissement du poids frais et la durée d’incubation (Figure 6 A et B, Planches 18 et 19, 

Annexe 1b) notamment sur milieu solide (r = 0.95) qu’en culture liquide (r = 0.94). Par 

conséquent, les meilleurs résultats sont enregistrés après 14 semaines sur le milieu solide avec 

1.3, 1.1 et 0.47 g respectivement pour les lignées C1, C2 et C3 (Figure 6 A, Planche 18) 

tandis que 0.3, 0.2 et 0.29 g d’accroissement sont obtenus après 4 semaines de culture en 

suspension (Figure 6 B, Planche 19). Par ailleurs, la vitesse de prolifération des cals augmente 

dès les deux premières semaines pour atteindre son maximum après 6 semaines sur milieu 

solide avec 0.11, 0.10 et 0.04 g/semaine (Figure 6 C, Annexe 1b) et entre la 3ème et 4ème 

semaine en culture liquide avec 0.08, 0.05 et 0.07 g/semaine respectivement pour les trois 

lignées (Figure 6 D, Annexe 1b). Cependant, des périodes excédant 8 à 10 semaines sur 

milieu solide et 3 à 4 semaines en suspension provoquent le brunissement des masses 

cellulaires et la génération de structures embryogènes assez différenciées (stade 

cotylédonaire) avec une forte capacité d’embryogenèse somatique secondaire. Inversement, 

les courtes durées de culture permettent la formation de plusieurs globules sur des amas 

cellulaires moins nécrosées (Planches 18 et 19). 
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Figure 6. Effet de la durée d’incubation des cultures en milieu de prolifération ECO solide et liquide sur l’accroissement du poids frais (A et B) et la vitesse de prolifération 

(C et D) des trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal. 
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Planche 18 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après différentes durées d’incubation sur le milieu ECO solide. (→ : les flèches 

indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm). (Abréviations : Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, 

Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, ESs : Embryogenèse somatique secondaire, Néc : Nécrose, Tor : Embryon somatique au stade torpide). 
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Planche 19 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après différentes durées d’incubation sur le milieu ECO liquide. (→ : les flèches 

indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, Barre correspond à 1 cm). (Abréviations : Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, 

Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire, Néc : Nécrose). 
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1.2.2. Production d’embryons somatiques 

Après un mois sur ECO liquide, l’accroissement du poids frais, le nombre moyen 

d’embryons récupérés ainsi que leur degré de développement varient d’une lignée de cal à une 

autre (Tableau 7, Annexe 1c). En effet, les lignées C2 et C3 malgré leurs faibles 

accroissements de poids frais (1.01 et 1.32 g) ; elles produisent plus d’embryons (72.3 et 56 

embryons/gmf) suffisamment différenciés (stades torpide et cotylédonaire), en comparaison 

avec la lignée C1 ayant produit 33.3 embryons/gmf généralement aux stades globulaire ou 

cordiforme (Tableau 7, Planche 20 a-f). 

Le développement des embryons somatiques varie d’une lignée de cal à une autre 

(Planche 20 g et h). Les premières phases de l’expression embryogène (globulaire et 

cordiforme) sont observées durant les premières semaines de mise en culture des masses 

embryogènes (Planche 20 i et j) tandis que les autres étapes du développement des embryons 

en torpide (Planche 20 k et l) ou cotylédonaire parfait où l’embryon est prêt à la mise en 

germination (Planche 20 m) n’apparaissent qu’après plus de 6 ou 8 semaines d’incubation. 

Tableau 7 : Nombre moyen et stades de développement des embryons somatiques immatures produits par 

gramme de matière fraîche après 4 semaines de culture en milieu liquide sous agitation de trois lignées de cals 

embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal*. 

Lignées de cals 
embryogènes 

 Accroissement 
du poids frais 

(g) 

Nombre moyen 
d’ES produits 

par gmf 

Stades de développement des embryons** 

 Globulaire Cordiforme Torpide Cotylédonaire*** 

C1  1.46±0.3 a 33.3±5.8 c +++ ++ - - 

C2  1.01±0.2 b 72.3±6.0 a ++ ++ +++ ++ 

C3  1.32±0.1 ab 56.0±4.6 b + ++ +++ ++ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », En gras sans accent « a ») indiquent les groupes 
homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
** : les stades de développement des ES sont relatifs à leur fréquence d’apparition après plus de deux mois de culture sur milieu solide. 
*** : le stade cotylédonaire est observé beaucoup plus sur milieu solide tandis que les autres stades sont présents même en culture liquide. 
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Planche 20 : Aspect des différentes lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 4 semaines de 

culture sur milieu ECO liquide et embryons somatiques récupérés par chaque lignée à différents stades de 

développement. (→ : les flèches indiquent les nouvelles proliférations cellulaires et les structures embryogènes, 

Barre correspond à 1 cm sauf pour i, j, k, l et m la barre correspond à 0.1 cm). (Abréviations : Glo : Embryon 

somatique au stade globulaire, Cor : Embryon somatique au stade cordiforme, Tor : Embryon somatique au 

stade torpide, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire). 



                                                                                            Partie III. Résultats et Interprétation 

93 
 

1.2.3. Différenciation et maturation des embryons somatiques 

La différenciation et la maturation des embryons somatiques varient significativement 

entre les lignées étudiées (Tableau 8, Planche 21, Annexe 1d). En effet, près de 15% des pro-

embryons de la lignée C1 se nécrosent par rapport aux deux autres lignées présentant 7.4% de 

brunissement. L’analyse statistique des résultats ne révèle aucune différence significative 

(Planche 21 a-b et c). Cependant, ce sont les explants de C1 qui prolifèrent davantage (74.1%) 

en comparaison à C2 et C3 avec respectivement 44.4 et 48.1% (Tableau 8). De même, 48.1 et 

44.4% des pro-embryons respectivement des lignées C2 et C3 se sont différenciés en 

embryons matures (Planche 21 d-e et f) en produisant en moyenne 1.3 et 2.6 embryons 

matures (Tableau 8, Planche 21 g-h et i). Néanmoins, le faible taux de différenciation 

embryonnaire (11.1%) enregistré chez la lignée C1 a aboutit, ainsi, à récupérer moins 

d’embryons somatiques matures après 8 semaines d’incubation (Tableau 8, Annexe 1d). 

Par ailleurs, le maintien des trois lignées de cal sur le milieu de prolifération durant 

plus de deux mois permet l’isolement d’un grand nombre d’embryons somatiques de 

différents stades de développement. Les ES isolés chez la lignée C1 sont généralement aux 

premiers stades de l’embryogenèse (globulaire et cordiforme) (Planche 21 j) tandis que les ES 

de C2 et C3 présentent une maturité avancée (stades torpide et bipolaire ou cotylédonaire) 

aptes à la mise en germination (Planche 21 k et l). 

Tableau 8 : Nécrose, prolifération, différenciation et nombre moyen d’embryons somatiques matures récupérés 

à partir d’embryons somatiques immatures (pro-embryons) de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. 

Chemlal, après 8 semaines de maturation sur le milieu ECO solide sans hormones et avec du charbon actif*. 

Lignées de cals 
embryogènes 

 Nécrose (%) Prolifération 
(%) 

Différenciation 
(%) 

Nombre moyen 
d’ES produits 

C1  14.8 a 74.1 a’ 11.1 b 1.0±0.0 c’ 

C2  7.4 a 44.4 b’ 48.1 a 1.3±0.2 b’ 

C3  7.4 a 48.1 b’ 44.4 a 2.6±0.4 a’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », En gras sans 
accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
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Planche 21 : Maturation des pro-embryons des trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 8 

semaines de culture sur milieu ECO solide avec du charbon actif et embryons somatiques récupérés de chaque 

lignée. (→ : les flèches indiquent les stades de développement des ES sur milieu de maintien, Barre correspond à 

1 cm). (Abréviations : Glo : Embryon somatique au stade globulaire, Cor : Embryon somatique au stade 

cordiforme, Tor : Embryon somatique au stade torpide, Cot : Embryon somatique au stade cotylédonaire). 
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Conclusion partielle (Évaluation de la capacité embryogène des cals) 

Le potentiel embryogène de certaines lignées de cals d’olivier obtenues est évalué par 

leur capacité de prolifération et de production de structures embryogènes sur un milieu solide 

ou liquide après un mois d’incubation, en plus de la différenciation et maturation de leurs 

embryons somatiques. Pour ce faire, l’influence de plusieurs facteurs est étudiée. Les résultats 

obtenus indiquent que : 

 La prolifération cellulaire diffère d’une lignée à une autre et selon les conditions de 

culture. En effet, le milieu ECO permet d’obtenir un meilleur accroissement du poids frais 

et une bonne expression embryogène avec moins de nécrose cellulaire par rapport aux 

autres milieux testés (OM et MS), et ce en milieu solide ou liquide. 

 La présence d’hormones est indispensable pour la prolifération cellulaire des cals. En 

outre, l’addition d’AIB combinée avec la Zéatine et BAP au milieu ECO solide et 

notamment liquide permet un bon accroissement du poids frais et développement de 

masses embryogènes en comparaison avec les autres balances hormonales testées. 

 La concentration de saccharose comme source de carbone dans le milieu de culture affecte 

significativement la capacité embryogène des différentes lignées évaluées. Les meilleures 

réponses de prolifération sont obtenues avec les concentrations dépassant 20 g l-1 de sucre 

particulièrement en culture liquide. 

 L’addition du charbon actif au milieu de prolifération notamment liquide à une 

concentration maximale de 1 g l-1 améliore non seulement l’accroissement du poids frais 

du cal mais aussi sa texture et sa capacité à former des structures embryogènes. 

 La durée d’incubation des cultures favorise la prolifération cellulaire des cals. Toutefois, 

les cultures étalées dépassant 6 à 8 semaines sur milieu solide ou 3 à 4 semaines en culture 

liquide réduisent la vitesse d’accroissement à cause d’un fort brunissement des masses 

cellulaires en dépit de l’apparition de structures embryogènes assez développées. 

 La production d’embryons somatiques immatures ainsi que leur maturation et 

différenciation vers des stades de développement avancé, diffèrent d’une lignée à une autre 

et dépendent non seulement des conditions de culture mais beaucoup plus de la capacité de 

prolifération, degré de nécrose ainsi que la texture de la lignée évaluée. 
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1.2.4. Germination des embryons somatiques et régénération de plantules 

Les résultats obtenus de la mise en germination des embryons somatiques de deux 

lignées (C2 et C3) de cal embryogène d’olivier sur deux milieux (OM ou MS) solides ou 

liquides avec ou sans régulateurs de croissance sont présentés dans le Tableau 9. 

 Germination 

La germination des embryons somatiques d’olivier diffère d’une lignée à une autre et 

elle est significativement influencée par les conditions de culture, et plus partciculièrement 

par la présence des régulateurs de croissance. En effet, les embryons de la lignée C2 germent 

12.5 à 18.8% plus que ceux de C3 sur les milieux OM alors que la germination des deux 

lignées est similaire sur les milieux MS. De plus, la germination des ES des deux lignées est 

meilleure sur le milieu OM que sur MS, tandis que la présence d’hormones permet une 

amélioration significative de la germination. Par conséquent, les meilleurs taux de 

germination sont obtenus sur le milieu OM additionné d’hormones (OM-S1) pour les deux 

lignées avec 56.3 et 37.5% respectivement pour C2 et C3, alors que les plus faibles taux 

germination (25 et 18.8%) sont enregistrés sur MS liquide dépourvu d’hormones (MS-L0) 

(Tableau 9, Annexe 1e). 

Par ailleurs, dès les premiers jours de culture sous photopériode, les embryons 

somatiques blanc-opaques montrent un verdissement de la partie caulinaire ou cotylédonaire 

et un jaunissement de la radicule (Planche 22 a) suivi  par son élongation précédant 

l’augmentation de la taille des deux feuilles cotylédonaires et leur séparation l’une de l’autre 

(Planche 22 b et c) avant l’émergence d’une petite pousse (Planche 22 d). De plus, une 

callogenèse basale accompagnée d’une rhizogenèse est observée chez les plants obtenus sur 

les milieux solides additionnés d’hormones (Planche 22 j). 

 Durées moyennes de germination et d’émergence de la racine 

Les embryons somatiques de la lignée C2 commencent à émettre leurs racines dès la 

1ère semaine avec une moyenne après 10.5 à 21 jours et entrent en germination après 14 à 24.5 

jours d’introduction (Planche 22 a) alors que la germination des ES de C3 commence après 

17.5 à 24.5 jours suivant une émergence racinaire après 10.5 à 18.7 jours (Tableau 9, Planche 

22 e). En effet, les embryons des deux lignées s’enracinent et germent plus rapidement sur les 

milieux OM que MS notamment en présence d’hormones qui accélèrent la germination des 
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embryons. De plus, les ES de C2 germent et s’enracinent plus rapidement sur les milieux OM 

solides et MS liquides alors que le milieu OM liquide est plus bénéfique pour les embryons de 

C3. Par ailleurs, les embryons somatiques mis en culture sur les milieux solides émettent leurs 

radicules 3 à 5 jours avant le début de germination tandis que les racines des embryons 

introduits sur milieu liquide émergent après plus d’une semaine avant l’entrée en germination 

(Tableau 9, Annexe 1e). 

 Développement des vitroplants obtenus 

Le développement des vitroplants issus de la germination des embryons somatiques 

est significativement influencé par les conditions de culture notamment la présence 

d’hormones (Tableau 9, Annexe 1e). En effet, la germination et l’enracinement précoces des 

embryons de C2 sur les milieux OM-S1 et OM-L1 aboutissent à des vitroplants bien 

développés avec une taille moyenne de 2.3 et 1.4 cm et un nombre plus élevé de feuilles de 

6.3 et 3.7 respectivement (Planche 22 f et g). De même, un bon développement chez les 

vitroplants de C3 est observé sur les milieux MS-S1 et OM-L1 avec une taille moyenne de 1.9 

et 1.6 cm et un nombre de feuilles de 4.5 et 4.3 respectivement pour les deux milieux (Planche 

22 h et i). 

 Acclimatation des vitroplants obtenus 

Les vitroplants obtenus et présentant une taille acceptable (plus de 2 cm) avec plusieurs 

feuilles (4 à 6) bien développées (Planche 22 j) sont acclimatés au niveau du laboratoire 

pendant environ deux mois sur un mélange humidifié de sable/terreau/perlite (Planche 22 k). 

Par la suite, les plantules réactives sont transférées en conditions naturelles sous serre sur un 

mélange de terre riche en matière organique et du terreau. Les plantules ainsi acclimatées sous 

serre ont montré une croissance et une morphologie normales sans aucune anomalie ou 

malformation (Planche 22 l). Les plants sont ensuite transférés définitivement en plein champ 

lorsque les racines deviennent très actives et bien développées (Planche 22 m). 
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Tableau 9 : Effet du milieu (OM et MS), type de culture (solide ‘S’ et liquide ‘L’) et présence d’hormones (sans hormones ‘0’ ou avec hormones ‘1’) sur la germination et le 

développement de plantules à partir des embryons somatiques de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après huit semaines de culture*. 

Milieu  / type de culture et 

présence d’hormones dans 

le milieu de germination 

 Germination (%) 
Durée moyenne de 

germination (Jours) 

Durée moyenne d’émergence 

de la racine (Jours) 

Taille moyenne du 

vitroplant (cm) 

Nombre moyen de 

feuilles par vitroplant 

 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 

OM-S0  50.0 ab 31.3 de 16.8±3.8 b’ 21.0±0.0 de’ 12.3±3.5 ab’’ 17.5±4.9 de’’ 1.6±0.1 c 0.6±0.1 jk 6.0±1.6 a’ 2.0±0.0 gh’ 

OM-S1  56.3 a 37.5 cd 14.0±4.4 a’ 18.7±4.0 bc’ 10.5±4.0 a’’ 15.4±3.1 cd’’ 2.3±0.8 a 0.9±0.2 gh 6.3±1.6 a’ 2.3±0.6 fg’ 

OM-L0  37.5 cd 25.0 ef 18.7±4.0 bc’ 18.7±4.0 bc’ 11.7±4.0 a’’ 11.7±4.0 a’’ 0.8±0.1 hi 1.4±0.1 ef 2.7±0.6 ef’ 3.5±0.7 cd’ 

OM-L1  43.8 bc 31.3 de 18.7±4.0 bc’ 17.5±4.9 bc’ 11.2±3.8 a’’ 10.5±4.0 a’’ 1.4±0.1 de 1.6±0.2 cd 3.7±1.2 c’ 4.3±1.5 b’ 

MS-S0  25.0 ef 25.0 ef 24.5±4.9 f’ 21.7±1.2 e’ 21.0±0.0 f’’ 18.7±4.0 e’’ 0.8±0.1 hij 0.8±0.1 hij 2.5±0.7 efg’ 2.0±0.0 gh’ 

MS-S1  31.3 de 31.3 de 21.0±0.0 de’ 19.3±4.7 cd’ 17.5±0.7 de’’ 16.3±4.0 d’’ 0.9±0.1 gh 1.9±0.1 b 2.5±0.7 efg’ 4.5±0.7 b’ 

MS-L0  25.0 ef 18.8 f 21.0±5.7 de’ 24.5±4.9 f’ 14.0±5.7 bc’’ 17.5±4.9 de’’ 1.0±0.0 g 0.5±0.0 k 2.5±0.7 efg’ 1.5±0.5 h’ 

MS-L1  25.0 ef 25.0 ef 19.3±3.5 cd’ 21.0±0.0 de’ 12.3±3.5 ab’’ 14.0±0.0 bc’’ 1.2±0.1 f 0.6±0.1 ijk 3.0±0.0 de’ 2.0±0.0 gh’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », Non gras avec deux accents « a’’», En gras sans accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») 
indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
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Planche 22 : Germination des embryons somatiques matures de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. 

Chemlal, après 8 semaines de culture sur milieux OM ou MS solides (S) ou liquides (L) en présence ou absence 

d’hormones (0 ou 1). a. Embryon somatique germé sur milieu solide. b et c. Gonflement des feuilles 

cotylédonaires des ES. d. Différents stades de germination des ES. e. Embryon somatique sur milieu liquide. f, g, 

h et j. Vitroplants obtenus de la germination des ES sur les différents milieux. k, l et m. Acclimatation des 

vitroplants obtenus (→ : les flèches indiquent l’émergence de la racine et de la pousse ainsi que les deux feuilles 

cotylédonaires, Barre correspond à 1 cm). (Abréviations : Cot : Cotylédons, Rac : Racine). 
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1.2.5. Micropropagation des pousses issues des embryons somatiques 

Les résultats obtenus de la micropropagation des pousses issues de la germination des 

embryons somatiques de deux lignées de cal embryogène d’olivier sur deux milieux solides 

(OM ou DKW) avec ou sans hormones sont présentés dans les tableaux 9 et 10. 

a. Débourrement des microboutures et développement des pousses obtenues 

 Débourrement des microboutures 

La micropropagation des pousses est significativement influencée par la lignée du cal, 

le milieu de culture ainsi que la présence d’hormones. En effet, les microboutures de la lignée 

C2 sont plus réactives que celles de C3. Par ailleurs, la présence de régulateurs de croissance 

est essentielle pour la réactivité des explants des deux lignées. Par conséquent, les meilleurs 

résultats de débourrement (100%) des deux lignées sont obtenus avec la balance Zéatine/AIB 

alors que la combinaison BAP/AIB ne permet que 62.5 et 87.5% de débourrement chez les 

boutures de C3 respectivement sur les milieux OM et DKW. En outre, les plus faibles 

débourrements sont enregistrés sur le milieu DKW sans hormones avec 18.8 et 12.5% 

respectivement pour les deux lignées (Tableau 10, Planche 23, Annexe 1f). 

 Nombre moyen de bourgeons débourrés 

La capacité de débourrement des microboutures estimée par le nombre moyen de 

bourgeons débourrés est fortement influencée par la lignée ainsi que les conditions de culture 

particulièrement la présence d’hormones. En effet, les microboutures des deux lignées 

présentent plus de bourgeons réactifs sur le milieu DKW que sur OM. Par conséquent, les 

meilleurs résultats sont enregistrés sur DKW additionné d’hormones avec 2 et 1.8 bourgeons 

débourrés respectivement pour C2 et C3, tandis que les explants mis en culture sur les 

témoins restent les moins réactifs avec 1 bourgeon débourré en moyenne (Tableau 10, 

Planche 23, Annexe 1f). 

 Durée moyenne nécessaire pour le débourrement des microboutures 

La durée moyenne de débourrement est significativement influencée par le génotype, 

le milieu de culture mais surtout par la présence des hormones. En effet, les boutures de C2 

réagissent plus rapidement que celles de C3 avec un écart pouvant atteindre 5 jours comme 

c’est le cas sur le milieu OM additionné de Zéatine/AIB. Par ailleurs, le milieu DKW permet 
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un débourrement plus avancé avec un écart variant de 1 à 4 jours pour C2 et jusqu’à 5 jours 

pour C3 par rapport aux milieux OM respectifs. Par conséquent, les meilleurs résultats 

d’entrée en débourrement sont obtenus sur le milieu DKW contenant la Zéatine/AIB avec 16 

et 17 jours respectivement pour les deux lignées alors que les boutures mises en culture sur les 

témoins mettent plus de 7 semaines pour réagir (Tableau 10, Annexe 1f). 

 Développement des pousses obtenues 

Les conditions de culture ainsi que le nombre de bourgeons réactifs influencent 

directement le développement des pousses qui en dérivent. Généralement une pousse se 

développe plus que l’autre chez les boutures ayant deux bourgeons réactifs (Planche 23). De 

plus, les boutures mises en culture sur OM additionné de Zéatine/AIB produisent après huit 

semaines des pousses bien développées d’une taille de 3.7 et 5.2 cm respectivement pour C2 

et C3 avec 6.9 et 9.9 feuilles en moyenne tandis que les pousses issues sur  les milieux 

témoins sont les moins développées. En outre, l’analyse des données révèle une corrélation 

négative entre la durée d’entrée en débourrement et la taille des pousses (r = -0.68) et le 

nombre de feuilles (r = -0.63) (Tableau 10, Planche 23, Annexe 1f). 

b. Callogenèse basale et enracinement des microboutures 

 Callogenèse basale et taille des cals 

La culture des microboutures sur le milieu de propagation induit non seulement leur 

débourrement mais aussi la formation d’un cal à la base des explants accompagnée ou non de 

l’émission de racines. En effet, la présence d’hormones est indispensable pour la callogenèse 

basale du fait que sur les milieux témoins dépourvus d’hormones le taux de callogenèse est de 

12.5 et 6.3% respectivement pour C2 et C3 sur OM alors que uniquement 6.3% des explants 

forment des cals sur DKW. Cependant, la taille du cal est en relation avec la lignée ainsi que 

le milieu de culture car la majorité des cals formés sur OM avec hormones sont de taille 

moyenne ou grande tandis que sur DKW leur taille était plus ou moins petite (Tableau 11, 

Planche 23, Annexe 1f). 
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Tableau 10 : Effet du milieu de micropropagation (OM et DKW) et de la présence d’hormones sur le débourrement et le développement des pousses chez les microboutures 

uninodales issues de la germination des embryons somatiques de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 8 semaines de culture. 

Milieu de 
micropropagation 

Balances 
hormonales 

 Débourrement 
(%) 

Nombre moyen de 
bourgeons débourrés 

Durée moyenne de 
débourrement (Jours) 

Taille moyenne de la 
pousse (cm) 

Nombre moyen de 
feuilles 

 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 

OM 

Témoin  25.0 d 12.5 d 1.0±0.0 c’ 1.0±0.0 c’ 38.5±4.9 d’’ 42.0±0.0 d’’ 0.7±0.3 g 0.9±0.0 fg 1.5±0.7 d’ 2.0±0.0 cd’ 

BAP-AIB  100.0 a 62.5 c 1.7±0.5 ab’ 1.8±0.5 ab’ 26.0±5.3 bc’’ 28.0±0.0 c’’ 2.0±0.7 de 1.9±0.2 de 2.9±1.0 cd’ 3.1±0.9 cd’ 

Zéatine-AIB  100.0 a 100.0 a 1.9±0.4 ab’ 1.6±0.5 b’ 17.0±5.5 a’’ 22.0±4.8 b’’ 3.7±1.0 b 5.2±2.1 a 6.9±3.2 b’ 9.9±3.1 a’ 

DKW 

Témoin  18.8 d 12.5 d 1.0±0.0 c’ 1.0±0.0 c’ 42.0±0.0 d’’ 42.0±0.0 d’’ 0.5±0.0 g 0.7±0.0 g 2.0±0.0 cd’ 2.0±0.0 cd’ 

BAP-AIB  100.0 a 87.5 b 1.9±0.4 ab’ 1.8±0.4 ab’ 22.0±7.5 b’’ 23.3±8.5 b’’ 1.7±0.3 ef 3.1±1.0 bc 3.4±1.1 c’ 2.7±0.4 cd’ 

Zéatine-AIB  100.0 a 100.0 a 2.0±0.0 a’ 1.7±0.5 ab’ 16.0±3.4 a’’ 17.0±3.7 a’’ 2.7±0.2 cd 3.3±1.4 bc 6.6±1.1 b’ 6.8±2.4 b’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », Non gras avec deux accents « a’’», En gras sans accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») 
indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
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 Enracinement des microboutures 

L’émission de racines n’est observée qu’en présence d’hormones. En effet, plus 

d’enracinement est observé chez les microboutures de C2 particulièrement sur le milieu OM 

additionné de Zéatine et d’AIB permettant 62.5% d’enracinement tandis que le milieu DKW 

contenant la Zéatine/AIB était plus bénéfique pour les microboutures de C3 avec 50% 

d’enracinement. Par ailleurs, les microboutures ayant développées des cals de grande taille 

s’enracinent moins que celles qui possèdent des cals moyennement développés (Tableau 11, 

Planche 23, Annexe 1f). 

 Durée moyenne nécessaire pour l’apparition des racines 

La durée moyenne d’enracinement variant de 26.3 à 38.5 jours est significativement 

influencée par la lignée, le milieu de propagation mais surtout par la combinaison hormonale 

ajoutée. Généralement, les boutures de C2 s’enracinent plus rapidement que celles de C3. De 

plus, l’apparition des racines survenant de la 3ème à la 7ème semaine de culture est plus rapide 

sur le milieu DKW notamment additionné de BAP et AIB avec un écart dépassant 5 jours par 

rapport au milieu OM. De même, le remplacement de la BAP par la Zéatine permet de réduire 

significativement la durée d’émission racinaire de 7 à 11 jours respectivement sur DKW et 

OM pour C2 et de 8 à 11 jours pour C3 sur OM et DKW (Tableau 11, Annexe 1f). 

 Nombre moyen de racines émises 

Ce sont les microboutures de C2 et C3 mises en culture respectivement sur les milieux 

OM et DKW contenant la Zéatine/AIB qui émettent le plus grand nombre de racines avec 1.5 

et 2 racines émises par bouture. De même, le milieu DKW additionné de BAP permet une 

légère amélioration du nombre moyen de racines émises par rapport au milieu OM en passant 

de 1 à 1.3 racines/explant pour C2 et atteignant 1.5 pour C3 (Tableau 11, Planche 23, Annexe 

1f). 
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Tableau 11 : Effet du milieu de micropropagation (OM et DKW) et de la présence d’hormones sur la callogenèse basale et l’enracinement des microboutures uninodales 

issues de la germination des embryons somatiques de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 8 semaines de culture. 

Milieu de 
micropropagation 

Balances 
hormonales 

 Callogenèse 
basale (%) Taille du cal Enracinement (%) Durée moyenne 

d’enracinement (Jours) 
Nombre moyen de 

racines 

 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 

OM 

Témoin  12.5 b 6.3 b Petite Petite 0.0 e’ 0.0 e’ 0.0±0.0 e 0.0±0.0 e 0.0±0.0 f’ 0.0±0.0 f’ 

BAP-AIB  100.0 a 100.0 a Moyenne Grande 31.3 d’ 31.3 d’ 38.5±4.9 d 38.5±4.9 d 1.0±0.0 e’ 1.5±0.7 bc’ 

Zéatine-AIB  100.0 a 100.0 a Moyenne Grande 62.5 a’ 43.8 c’ 26.8±5.3 a 30.3±4.0 b 1.5±0.0 bc’ 1.7±0.6 b’ 

DKW 

Témoin  6.3 b 6.3 b Très petite Petite 0.0 e’ 0.0 e’ 0.0±0.0 e 0.0±0.0 e 0.0±0.0 f’ 0.0±0.0 f’ 

BAP-AIB  100.0 a 93.8 a Petite ± Moyenne 43.8 c’ 31.3 d’ 33.3±6.7 bc 35.0±9.9 c 1.3±0.6 cd’ 1.5±0.7 bc’ 

Zéatine-AIB  100.0 a 100.0 a Petite ± Moyenne 56.3 a’ 50.0 b’ 26.6±5.9 a 26.3±6.7 a 1.3±0.5 d’ 2.0±0.8 a’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », Non gras avec deux accents « a’’», En gras sans accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») 
indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 
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Planche 23 : Micropropagation des vitroplants issues de la germination des embryons somatiques matures de 

deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 8 semaines de culture sur milieux OM ou DKW 

solides en présence ou absence d’hormones. (Barre correspond à 1 cm). 
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Conclusion partielle (Germination des ES et micropropagation) 

L’obtention de plantules d’olivier par embryogenèse somatique dépend fortement de la 

capacité germinative des embryons somatiques ainsi que des conditions de leur mise en 

germination. Pour ce faire, des embryons somatiques matures sont mis en culture sur 

différents milieux solides ou liquides en présence ou absence de régulateurs de croissance. Par 

la suite, les pousses des vitroplants développés sont multipliées par micropropagation sur des 

milieux solides avec ou sans hormones. Les résultats obtenus montrent que : 

 La faculté germinative varie d’une lignée de cal à une autre ainsi que selon les conditions 

de germination. En effet, le milieu OM notamment solide et additionné de BAP et d’AIB 

permet plus de germination suite à une émergence plus rapide (après 1 à 2 semaines) de la 

racine précédant une entrée en germination plus avancée (moins de 3 semaines). 

 Le développement des vitroplants après germination dépend fortement du génotype et des 

conditions de culture mais beaucoup plus de la vitesse d’entrée en germination. De ce fait, 

les embryons germés rapidement sur les milieux avec hormones particulièrement solides 

(OM-S1 et MS-S1) produisent les pousses les plus développées (2 à 3 cm) avec plusieurs 

feuilles (4 à 6 feuilles). 

 La réactivité des microboutures des pousses issues de la germination des embryons 

somatiques dépend directement du milieu de culture ainsi que sa concentration en 

hormones. En effet, le milieu OM additionné de Zéatine et d’AIB permet un meilleur 

débourrement plus ou moins rapide (2 à 3 semaines) avec un maximum de bourgeons 

réactifs ce qui permet d’avoir des pousses bien développées (jusqu’à 5 cm) avec plusieurs 

feuilles (plus de 10 feuilles). 

 L’apparition de racines chez les microboutures dépend de la présence des régulateurs de 

croissance dans le milieu de culture ainsi que la formation préalable d’un cal à la base de la 

bouture. De ce fait, un milieu OM ou DKW additionné de Zéatine et d’AIB permettent un 

bon enracinement (40 à 60%) en un temps court (3 à 4 semaines) avec plusieurs racines 

émises par pousse. 
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2. Variation somaclonale : Induction par pression sélective 

L’objectif de cette partie du travail est d’induire une variation somaclonale et 

d’évaluer la sensibilité de trois lignées de cals embryogènes d’olivier en utilisant le filtrat brut 

de la culture du champignon Verticillium dahliae Kleb. comme agent de sélection. En effet, 

deux stratégies d’induction sont appliquées selon le type du milieu de sélection utilisé. La 

sélection discontinue ou récurrente est réalisée sur un milieu liquide en présence de 

différentes concentrations du filtrat fongique suivie d’un transfert sur un milieu solide sans 

filtrat. La deuxième stratégie consistait à appliquer une pression sélective continue par le 

maintien des cultures embryogènes par des repiquages successifs sur un milieu solide 

additionné de différentes concentrations du filtrat fongique. 

2.1. Sélection en milieu liquide (sélection discontinue) 

Première phase de sélection (Pression sélective) 

A la sortie du milieu liquide, l’accroissement du poids frais des cals en absence du 

filtrat fongique (témoin) est de 0.45, 0.19 et 0.38 g respectivement pour les trois lignées 

testées (Figure 7, Planche 24). Toutefois, la prolifération cellulaire est significativement 

influencée par l’inclusion du filtrat fongique au milieu de culture, et elle diminue 

proportionnellement avec l’augmentation de la concentration du filtrat notamment à 60% 

ayant provoqué une forte inhibition de la prolifération par rapport aux concentrations de 20 et 

40% du filtrat en présence desquelles la réaction des lignées est plus ou moins similaire et 

varie entre 0.10 et 0.16 g pour C1 et de 0.06 à 0.08 g pour C2 (Figure 7, Annexe 2a). 

Cependant, la prolifération de C3 est plus affectée sur un milieu avec 40% de filtrat 

permettant un accroissement de poids frais entre 0.08 et 0.15 g par rapport à des 

accroissements entre 0.14 et 0.26 g en présence de 20% de filtrat respectivement des souches 

S2 et S1 (Figure 7, Planche 24). Par ailleurs, la prolifération cellulaire est généralement plus 

affectée en présence du filtrat de la souche S2 que celui de la souche S1 (Figure 7, Planche 

24) alors que les lignées C1 et C3 sont moins influencées par la présence du filtrat que la 

lignée C2 présentant la plus faible prolifération même sur le témoin (Figure 7, Planche 24). 
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Figure 7. Effet de la concentration du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae dans le 

milieu de prolifération ECO liquide sur l’accroissement du poids frais de trois lignées de cals embryogènes 

d’olivier, Cv. Chemlal après trois semaines de sélection. 

Après trois semaines de sélection, le brunissement des masses cellulaires augmente 

proportionnellement avec la concentration du filtrat dans le milieu de culture, et est 

négativement corrélé (r = -0.72) avec l’accroissement du poids frais de telle sorte que les cals 

faiblement proliférés présentent plus de masses nécrosées en comparaison avec le témoin sur 

lequel les trois lignées ont montré respectivement 26.3, 30.0 et 26.8% de brunissement 

(Figure 8, Planche 24, Annexe 2a). En effet, les taux de brunissement les plus élevés sont 

enregistrés chez les cultures incubées en présence de 60% du filtrat particulièrement celui de 

la souche S2 avec 84.2, 87.4 et 94.9% respectivement pour les trois lignées (Figure 8, Planche 

24). Par contre, le brunissement des différentes lignées sur les milieux contenant 40% de 

filtrat est plus élevé de 10 à 24% par rapport à celui observé avec la concentration de 20% où 

le taux de brunissement varie entre 37 et 42% pour C1, entre 58 et 63% pour C2 et d’environ 

65% pour C3 (Figure 8, Planche 24). Par ailleurs, le filtrat de la souche S2 provoque plus de 

brunissement chez les masses cellulaires alors que le cal de C3 est le plus affecté par la 

présence du filtrat fongique (Figure 8, Planche 24). 
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Figure 8. Effet de la concentration du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae dans le 

milieu de prolifération ECO liquide sur le brunissement des amas cellulaires de trois lignées de cals 

embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal après trois semaines de sélection. 
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Planche 24 : Aspect des trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal après trois semaines de sélection en milieu ECO liquide additionné de différentes 

concentrations du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae. (Barre correspond à 1 cm). 
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Deuxième phase de sélection (Reprise cellulaire) 

Après trois semaines de sélection en milieu liquide, les cals des différentes lignées 

sont transférés sur un milieu ECO solide sans filtrat fongique pour permettre leur reprise 

cellulaire. Cette dernière estimée par l’évolution du poids frais total du cal diffère d’une 

lignée cellulaire à une autre et elle est significativement influencée par le traitement appliqué 

lors de la 1ère phase de sélection en milieu liquide, i.e. la concentration du filtrat fongique 

(Figure 9, Planche 25, Annexe 2a). En effet, les cals des trois lignées développés en absence 

du filtrat ont continué à proliférer dès leur étalement sur le milieu ECO solide et atteignent 

des poids frais de 2.6, 1.9 et 2.1 g après trois mois de culture, tandis que la prolifération des 

cals sélectionnés en présence de 20 et 40% de filtrat fongique ne s’est rétablie qu’à partir du 

deuxième mois de maintien pour atteindre des poids frais variant entre 0.9 et 0.6 g pour C1, 

entre 0.5 et 0.3 g pour C2 et entre 1.2 et 0.4 g pour C3 (Figure 9, Planche 25). Néanmoins, les 

cals cultivés avec 60% de filtrat n’ont pas montré une prolifération cellulaire significative. Par 

ailleurs, la sélection en présence du filtrat de la souche S2 a fortement affecté la reprise 

cellulaire des trois lignées de cal (Figure 9, Planche 25). 

Les planches 26, 27 et 28 montrent la prolifération cellulaire observée chez les cals 

des trois lignées embryogènes sélectionnés en présence des différentes concentrations du 

filtrat notamment 20 et 40% du filtrat brut de culture des deux souches de verticillium après 

trois mois de maintien sur le milieu ECO solide sans filtrat fongique. Les masses cellulaires 

produites sont isolées et maintenues sur un milieu ECO solide basal dans le but de produire 

des embryons somatiques afin de régénérer des plantules. 
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Figure 9. Evolution du poids frais total de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal après trois 

semaines de sélection en milieu ECO liquide additionné de différentes concentrations du filtrat brut de la culture 

de deux souches de Verticillium dahliae et durant trois mois de maintien sur le milieu ECO solide sans filtrat. 
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Planche 25 : Aspect des trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal après trois mois de maintien sur un milieu ECO solide sans filtrat de culture de Verticillium 

dahliae. (Barre correspond à 1 cm). 
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Planche 26 : Prolifération cellulaire observée chez le cal de la lignée embryogène ‘C1’ à la sortie du milieu de sélection liquide et après trois mois de maintien sur un milieu 

ECO sans filtrat de culture de Verticillium dahliae. (Barre correspond à 1 cm, Les carrés en pointillés  indiquent l’endroit de l’observation microscopique). 
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Planche 27 : Prolifération cellulaire observée chez le cal de la lignée embryogène ‘C2’ à la sortie du milieu de sélection liquide et après trois mois de maintien sur un milieu 

ECO sans filtrat de culture de Verticillium dahliae. (Barre correspond à 1 cm, Les carrés en pointillés  indiquent l’endroit de l’observation microscopique). 
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Planche 28 : Prolifération cellulaire observée chez le cal de la lignée embryogène ‘C3’ à la sortie du milieu de sélection liquide et après trois mois de maintien sur un milieu 

ECO sans filtrat de culture de Verticillium dahliae. (Barre correspond à 1 cm, Les carrés en pointillés  indiquent l’endroit de l’observation microscopique). 
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2.2. Sélection sur milieu solide (sélection continue) 

Première phase de sélection (Initiation de la pression sélective) 

Après trois semaines de culture sur le milieu solide, l’accroissement du poids frais 

diminue proportionnellement avec l’augmentation de la concentration du filtrat notamment à 

60% ayant provoquée une importante réduction de la prolifération cellulaire qui est de 0.1, 

0.06 et 0.01 g respectivement pour les trois lignées par rapport au témoin dont l’accroissement 

est de 0.24, 0.24 et 0.14 g respectivement (Figure 10, Planche 29, Annexe 2b). Par contre, en 

présence de 20 ou 40% de filtrat ; la réaction de la lignée C2 était plus ou moins indifférente 

et varie entre 0.11 et 0.14 g tandis que la prolifération des lignées C1 et C3 est plus affectée 

en présence de 40% de filtrat des souches S2 et S1 respectivement avec 0.12 et 0.02 g. Par 

ailleurs, l’accroissement du poids frais est généralement plus affecté par la présence du filtrat 

de la souche S2 que celui de la souche S1 alors que la lignée C3 présente la plus faible 

prolifération cellulaire y compris sur le témoin (Figure 10, Planche 29). 
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Figure 10. Effet de la concentration du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae dans le 

milieu de prolifération ECO solide sur l’accroissement du poids frais de trois lignées de cals embryogènes 

d’olivier, Cv. Chemlal après trois semaines de sélection. 

Quant au brunissement des masses cellulaires, il augmentant proportionnellement avec 

la concentration du filtrat, et il est négativement corrélé (r = -0.61) avec l’accroissement du 

poids frais de telle sorte que les cals faiblement proliférés présentent plus de masses brunies 
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en comparaison avec le témoin sur lequel les trois lignées ont montré respectivement 14.5, 

22.8 et 26.7% de brunissement (Figure 11, Planche 29, Annexe 2b). Par conséquent, la 

présence de 60% de filtrat particulièrement celui de la souche S2 provoque plus de 

brunissement avec des taux de 58.7, 83.6 et 90.9% respectivement pour les trois lignées 

(Figure 11, Planche 29). Par ailleurs, le filtrat de la souche S2 provoque plus de brunissement 

chez les masses cellulaires des différentes lignées testées alors que le cal de la lignée C3 est le 

plus affecté par la présence du filtrat fongique dans le milieu de sélection solide (Figure 11, 

Planche 29). 

0

20

40

60

80

100

Témoin (0%) T1 (20% S1) T2 (40% S1) T3 (60% S1) T4 (20% S2) T5 (40% S2) T6 (60% S2)

Ta
ux

 d
e b

ru
ni

ss
em

en
t 

(%
)

Traitemets (Concentration du filtrat / Souche)

C1

C2

C3

a

ab
abc

bcd

cd

def

bcd

def

gh

defg

gh

h

abc

def

efgh

de

fgh efgh

def

h

h

 
Figure 11. Effet de la concentration du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae dans le 

milieu de prolifération ECO solide sur le brunissement des amas cellulaires de trois lignées de cals embryogènes 

d’olivier, Cv. Chemlal après trois semaines de sélection. 

Deuxième phase de sélection (Maintien de la pression sélective) 

Afin d’appliquer une pression sélective continue sur les cultures ; ces dernières sont 

maintenues durant près de quatre mois par des repiquages successifs chaque trois semaines 

sur un nouveau milieu contenant la même concentration initiale du filtrat fongique. 

L’évolution du poids frais total du cal diffère d’une lignée à une autre et était 

significativement influencée par la concentration du filtrat fongique additionnée mais aussi 

par la souche source du filtrat (Figures 12, Planche 29, Annexe 2b). 
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En effet, les cals maintenus en présence de 60% de filtrat particulièrement issu de la 

souche S2 présentent un poids frais total plus ou moins stabilisé dès le premier repiquage 

entre 0.32 et 0.4 g pour C1, entre 0.26 et 0.29 g pour C2 et entre 0.21 et 0.23 g pour C3, tandis 

que la prolifération des cals repiqués sur milieux avec 20 ou 40% du filtrat notamment de la 

souche S1 était moins affectée et aboutit à des poids frais graduellement croissants surtout à 

partir du troisième repiquage (9 semaines) (Figures 12, Planche 29). Toutefois, les cals du 

milieu témoin ont développé plus de masses cellulaires dont le poids frais total était de 0.84, 

0.73 et 0.49 g respectivement pour les trois lignées testées (Figures 12, Planche 29). 
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Figure 12. Evolution du poids frais total de trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal durant 

quinze semaines de sélection en milieu ECO solide additionné de différentes concentrations du filtrat brut de la 

culture de deux souches de Verticillium dahliae. 
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Planche 29 : Aspect des trois lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal après quinze semaines de maintien sur un milieu ECO solide avec différentes concentrations 

de filtrat de culture de Verticillium dahliae. (Barre correspond à 1 cm). 
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2.3. Régénération de plantules après sélection en présence du filtrat fongique 

A partir des amas cellulaires produites après les différents procédés de sélection en 

présence du filtrat fongique du Verticillium ; des embryons globulaires sont isolés et mis en 

maturation sur un milieu ECO additionné de charbon actif (Planche 30 a). La mise en 

germination des embryons matures (Planche 30 b) sur un milieu OM contenant de la BAP et 

l’AIB (Planche 30 c) permet l’obtention de plantules d’une apparence normale (Planche 30 d-

e et f). Toutefois, l’acclimatation et / ou la multiplication de ces plants après plus de deux 

mois de germination dans le but d’évaluer leur résistance n’étaient pas possibles vu leur très 

faible taille et entre-nœuds très courts rendant leur manipulation difficile (Planche 30 g). 

a b c

d e f g  

Planche 30 : Essai de régénération de plantules par germination d’embryons somatiques après sélection en 

présence du filtrat brut de la culture de deux souches de Verticillium dahliae. a. Embryons somatiques en 

maturation. b. ES matures. c. ES mis en germination. d. Début de germination après 2 semaines. e et f. 

Vitroplants obtenus après 2 mois. g. Vitroplants récupérés après plus de deux mois de culture. (Barre correspond 

à 1 cm). 
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Conclusion partielle (Variation somaclonale par pression sélective) 

L’induction de la variation somaclonale chez les cultures embryogènes d’olivier par 

pression sélective exercée par un agent de sélection : le filtrat brut de la culture du 

champignon Verticillium dahliae, diffère d’une lignée cellulaire à une autre et dépend 

directement de la concentration du filtrat fongique dans le milieu de sélection, type du milieu 

ainsi que la souche du Verticillium utilisée. En effet, des masses embryogènes de trois lignées 

de cals embryogènes du cultivar ‘Chemlal’ sont cultivées en milieux liquide ou solide 

additionnés de différentes concentrations du filtrat fongique de deux souches de Verticillium. 

Les résultats obtenus montrent que : 

 La sélection en milieu liquide avec agitation pendant trois semaines en présence du filtrat 

fongique, suivie d’un transfert sur un milieu solide dépourvu de l’agent sélectif, est plus 

efficace qu’un long maintien sur un milieu solide additionné du filtrat. 

 La réaction des lignées utilisées diffère selon la concentration du filtrat ainsi que la souche 

de Verticillium productrice du filtrat. En effet, la lignée C3 est la plus sensible à la 

présence de l’agent de sélection notamment à une concentration 60% alors que le filtrat de 

la souche S2 est plus sélectif, et ce, indépendamment de la concentration testée. 

 La présence du filtrat fongique dans le milieu de culture liquide durant trois semaines 

même à une faible concentration de 20% affecte fortement la prolifération cellulaire des 

cals en provoquant un brunissement important chez les masses développées. Néanmoins, le 

transfert sur un milieu solide sans filtrat permet le rétablissement de la capacité de 

prolifération des cals notamment ceux cultivés en présence de moins de 40% du filtrat. 

 La sélection sur un milieu solide durant près de quatre mois même en présence d’une forte 

concentration du filtrat, quoiqu’elle réduit significativement l’accroissement du poids frais 

des cultures et amplifie la nécrose des amas cellulaires ; les cals maintiennent leur capacité 

de prolifération en s’habituant à la présence du filtrat et montrent une reprise de croissance 

notamment à partir du deuxième mois de sélection. 

 La mise en germination des embryons isolés à partir des amas cellulaires proliférées après 

sélection en présence du filtrat fongique a permis la régénération de plantules dont 

l’acclimatation et / ou multiplication n’étaient pas possibles vu leur très faible 

développement. 
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3. Transformation génétique : Enracinement par inoculation bactérienne 

Le but principal de cette partie du travail est d’améliorer la formation de racines chez 

les microboutures prélevées à partir des plants issus de la germination des embryons 

somatiques produits par des lignées de cals embryogènes d’olivier. Pour ce faire, l’effet de 

l’inoculation par une souche bactérienne d’Agrobacterium rhizogenes combiné avec la 

présence ou non d’auxine dans le milieu de culture est étudié. L’acclimatation des pousses 

enracinées est testée. Les résultats obtenus sont présentés dans les tableaux 12 et 13. 

a. Débourrement des microboutures et développement des pousses 

La réactivité des microboutures est significativement influencée par la lignée du cal 

ainsi que les conditions de culture notamment l’inoculation bactérienne. En effet, les boutures 

de C2 sont généralement plus réactives avec plus de bourgeons débourrés que celles de C3 

sauf après inoculation et culture en absence d’AIB (T1) où le débourrement est de 46.7 et 

86.7% avec 1.4 et 1.7 bourgeons débourrés respectivement pour C2 et C3 (Tableau 12). En 

outre, l’inoculation bactérienne des explants suivie par une culture en présence d’auxine (T3) 

permet d’obtenir les meilleurs résultats de débourrement (100%) et de bourgeons réactifs par 

explant (1.9 bourgeons). De même, ces traitements (inoculation bactérienne et auxine) 

accélèrent la réactivité des microboutures qui débourrent dès la 2ème et 3ème semaine de culture 

alors que les explants du témoin réagissent après plus de 35 jours d’incubation (Tableau 12, 

Annexe 3). Par conséquent, cet effet bénéfique de l’inoculation bactérienne et/ou de la 

présence d’AIB sur la réactivité contribue indirectement dans l’obtention de pousses bien 

développées. Les explants inoculés et/ou cultivés en présence d’auxine débourrant plus 

rapidement produisent les meilleures pousses dont la taille atteint 3.2 et 3.7 cm avec 6.2 et 7.6 

feuilles en moyenne respectivement pour C2 et C3 (Planche 31 m), tandis que les pousses 

produites sur le témoin sont les moins développées avec une taille inférieure à 1 cm et un 

maximum de 2 feuilles. En outre, l’analyse statistique des données a révélé une corrélation 

négative entre la durée moyenne du débourrement et le développement des pousses (taille (r = 

-0.54) et nombre de feuilles (r = -0.64)) (Tableau 12, Annexe 3). 

b. Enracinement des microboutures 

Une callogenèse basale (Planche 31 a) précède souvent l’enracinement et l’élongation 

des racines émises chez les microboutures (Planche 31 b-c et d) particulièrement celles 

cultivées en présence d’auxines. En effet, l’émission de racines est directement influencée par 
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la lignée cellulaire source des explants mais beaucoup plus par le traitement appliqué avant 

(inoculation bactérienne) et au cours de la culture (présence d’auxine). Généralement, les 

microboutures de C2 s’enracinent mieux que celles de C3 surtout après inoculation 

bactérienne et culture en présence d’AIB (T3) avec des taux d’enracinement de 93.3 et 86.7% 

respectivement. Néanmoins, l’effet de l’auxine est plus important du fait que le taux 

d’enracinement passe de 6.7% sur le milieu témoin à 60 et 46.7% en présence d’AIB (T2) 

respectivement pour les deux lignées, alors que l’amélioration n’est que de 46.6 et 26.6% 

après inoculation bactérienne (T1) (Tableau 13, Planche 31, Annexe 3). 

De même, la durée moyenne d’apparition des racines est significativement influencée 

par la lignée, présence d’auxine  et particulièrement l’inoculation bactérienne. Les boutures de 

C3 s’enracinent plus rapidement que celles de C2 notamment après inoculation bactérienne et 

culture en présence d’auxine (T3) où les premières racines apparaissent après environ 23 jours 

d’incubation alors que sur les traitements T1 et T2 les racines sont émises après environ 27 

jours. Par ailleurs, les explants inoculés et/ou introduits sur milieu avec AIB émettent des 

racines continuellement à partir de la 2ème et 3ème semaines d’incubation alors que sur le 

témoin la 1ère racine n’apparaît qu’après plus de 6 semaines de culture (Tableau 13, Annexe 

3). En addition, l’inoculation bactérienne améliore significativement le nombre de racines 

émises par explant en comparaison au témoin alors que la culture sur un milieu contenant 

l’AIB permet l’allongement des racines atteignant 4 cm de longueur pour C2 et 2.8 cm pour 

C3. Par conséquent, ce sont les microboutures inoculés et cultivés en présence d’AIB qui 

émettent plus de racines avec 2.4 et 2.7 racines par explant dont la longueur varie entre 2.4 et 

3.6 cm respectivement pour C3 et C2 (Tableau 13, Planche 31 e-f-g-h-i-j-k et l). 

c. Acclimatation des plantules régénérées 

Après plus de six semaines de culture, plusieurs plantules phénotypiquement normales 

sont obtenues (Planche 31 m et n). Après immersion de la partie racinaire dans une solution 

de 500 mg l-1 de céfotaxime pendant environ une heure, les plantules sont acclimatées au 

laboratoire (Planche 31 o). Après environ deux mois, les plantules sont déplacées sous serre 

où elles ont montré une croissance et une morphologie normales sans aucune anomalie ou 

malformation (Planche 31 p). 



                                                                                                                                                                              Partie III. Résultats et Interprétation 

126 
 

Tableau 12 : Effet du traitement (addition d’auxine AIB au milieu de culture et inoculation bactérienne basale) sur le débourrement et le développement des pousses chez les 

microboutures uninodales issues de la germination des embryons somatiques de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 6 semaines de culture*. 

Tableau 13 : Effet du traitement (addition d’auxine AIB au milieu de culture et inoculation bactérienne basale) sur l’enracinement des microboutures uninodales issues de la 

germination des embryons somatiques de deux lignées de cals embryogènes d’olivier, Cv. Chemlal, après 6 semaines de culture*. 

Traitements 
(AIB/Inoculation 

bactérienne) 

 Débourrement 
(%) 

Nombre moyen de 
bourgeons débourrés 

Durée moyenne de 
débourrement (Jours) 

Taille moyenne de la 
pousse (cm) 

Nombre moyen de 
feuilles 

 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 

Témoin (- AIB -IB)  26.7 bc 13.3 c 1.0±0.0 d’ 1.0±0.0 d’ 36.8±3.5 c’’ 35.0±0.0 c’’ 0.7±0.1 d 0.8±0.1 d 1.5±0.6 e’ 2.0±0.0 d’ 

T1 (-AIB + IB)  46.7 b 86.7 a 1.4±0.5 c’ 1.7±0.5 b’ 21.0±4.0 b’’ 22.1±6.3 b’’ 0.9±0.2 d 1.4±0.3 c 3.4±0.5 c’ 3.3±0.9 c’ 

T2 (+AIB - IB)  100.0 a 93.3 a 1.9±0.4 ab’ 1.7±0.5 ab’ 20.1±8.3 ab’’ 21.5±6.4 b’’ 3.0±0.6 b 3.7±0.5 a 6.3±0.8 b’ 7.6±0.4 a’ 

T3 (+AIB +IB)  100.0 a 100.0 a 1.9±0.3 a’ 1.8±0.4 ab’ 17.3±5.8 a’’ 18.7±5.1 ab’’ 3.2±1.1 b 3.6±0.4 a 6.2±1.0 b’ 7.3±0.7 a’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », Non gras avec deux accents « a’’», En gras sans accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») 
indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 

Traitements 
(AIB/Inoculation 

bactérienne) 

 Enracinement 
(%) 

Durée moyenne de la 1ère 
racine (Jours) 

Durée moyenne d’apparition 
des racines (jours) 

Nombre moyen de 
racines 

Longueur moyenne des 
racines (cm) 

 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 C2 C3 

Témoin (- AIB -IB)  6.7 d 6.7 d 42.0±0.0 c’ 42.0±0.0 c’ 42.0±0.0 d’’ 42.0±0.0 d’’ 1.0±0.0 e 1.0±0.0 e 1.1±0.0 e’ 1.0±0.0 e’ 

T1 (-AIB + IB)  53.3 c 33.3 cd 27.3±4.6 b’ 27.2±4.3 b’ 29.9±5.3 bc’’ 31.5±6.4 c’’ 1.9±0.6 cd 2.2±0.4 bc 3.4±2.0 ab’ 1.5±1.3 de’ 

T2 (+AIB - IB)  60.0 bc 46.7 c 27.1±6.0 b’ 26.9±3.6 b’ 28.7±6.0 b’’ 30.4±5.3 bc’’ 1.7±0.5 d 1.9±0.7 cd 4.0±3.0 a’ 2.8±3.5 bc’ 

T3 (+AIB +IB)  93.3 a 86.7 ab 23.5±8.4 a’ 23.0±7.8 a’ 26.5±7.5 a’’ 28.3±8.1 ab’’ 2.4±0.8 ab 2.7±1.3 a 3.6±1.7 ab’ 2.4±0.9 cd’ 

* : les différentes lettres en minuscule du même format (Non gras sans accent « a », Non gras avec un seul accent « a’ », Non gras avec deux accents « a’’», En gras sans accent « a », En gras avec un seul accent « a’ ») 
indiquent les groupes homogènes d’une différence significative à un seuil de 5%. 



                                                                                       Partie III. Résultats et Interprétation 

127 
 

a b c d

e f g h

i j k l

m n o p

C2-T0 C2-T1 C2-T2 C2-T3

C3-T0 C3-T1 C3-T2 C3-T3

RacCal

 

Planche 31 : Essai d’amélioration de l’enracinement des microboutures issues de la germination des ES par 

inoculation basale à l’aide d’Agrobacterium rhizogenes et mise en culture en présence ou absence d’AIB. a, 

b, c et d. Etapes de l’enracinement des microboutures (Callogenèse, Emission, Début d’élongation et fin de 

l’élongation). e, f, g et h. Traitements d’enracinement des microboutures de la lignée C2. i, j, k et l. 

Traitements d’enracinement des microboutures de la lignée C3. m. Pousses développées après six semaines. 

n. Vitroplant enraciné. o. Vitroplant acclimaté au laboratoire. p. Vitroplant acclimaté aux conditions 

externes. (Barre correspond à 1 cm, Abréviations : Cal : callogenèse, Rac : racine). 
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Conclusion partielle (Enracinement par inoculation bactérienne) 

L’enracinement des microboutures prélevées des vitroplants obtenus après 

germination d’embryons somatiques d’olivier dépend fortement du génotype (lignée 

cellulaire) et il est significativement influencé par le procédé appliqué pour l’induction des 

racines notamment l’addition d’auxines au milieu de culture ou l’inoculation des bases des 

explants par Agrobacterium rhizogenes responsable de la formation du chevelu racinaire. 

En effet, des microboutures uninodales, préalablement inoculées ou non par une souche 

d’Agrobacterium rhizogenes, sont mises en culture sur un milieu OM solide additionné ou 

non d’auxine (AIB). Les résultats obtenus montrent que : 

 La réactivité des microboutures est significativement améliorée par l’inoculation 

bactérienne des bases des explants particulièrement quand elle est suivie d’une culture 

en présence d’auxine. 

 L’inoculation bactérienne combinée avec la présence d’AIB dans le milieu de culture 

accélère non seulement le débourrement des microboutures mais améliore 

considérablement le développement des pousses obtenues. 

 La formation de racines chez les microboutures dépend directement de la lignée de cal 

mais aussi du traitement appliqué avant et pendant la mise en culture notamment 

l’inoculation bactérienne et la présence d’AIB dans le milieu d’enracinement. 

 L’inoculation par Agrobacterium et/ou la culture en présence d’AIB améliore 

significativement l’enracinement des explants en accélérant l’émission de plusieurs 

racines d’une longueur assez importante. 
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Partie IV. Discussion 

1. Embryogenèse somatique 

Dans cette étape de l’étude, nous avons pu optimiser un protocole de régénération 

in vitro de plantules d’olivier par embryogenèse somatique induite à partir de radicules 

d’embryons zygotiques du cultivar Algérien ‘Chemlal’ dans le but d’appliquer certaines 

techniques biotechnologiques d’amélioration particulièrement la transformation génétique 

et la variation somaclonale. L’étude a porté sur l’induction de cals embryogènes sur 

différents milieux en présence de différentes balances hormonales suivie par l’optimisation 

des conditions de maintien et de prolifération cellulaires permettant une meilleure 

production d’embryons somatiques. Ces derniers, après leur maturation en absence 

d’hormones, sont mis à germer sur différents milieux additionnés ou non de régulateurs de 

croissance afin de régénérer des vitroplants pouvant être multipliés in vitro par 

micropropagation ou directement acclimatés aux conditions naturelles. 

1.1. Induction des cals embryogènes 

L’obtention de cultures embryogènes à partir de radicules d’embryons zygotiques 

du cultivar ‘Chemlal’ est directement influencée par la composition chimique du milieu 

d’induction, la balance hormonale appliquée mais beaucoup plus par le type des 

régulateurs de croissance notamment l’auxine incluse dans telles balances hormonales. 

1.1.1. Effet du milieu d’induction 

Le besoin en éléments nutritifs pour l’induction de l’embryogenèse somatique 

dépend beaucoup plus du type d’explant utilisé ainsi que son état de développement que du 

génotype (Maalej et al., 2006 ; Cerezo et al., 2011 ; Rallo et al., 2018). Cependant, il n’y a 

pas de milieu standard pour l’induction de cultures embryogènes chez l’olivier, malgré que 

le milieu OM de Rugini (1984) adapté à la callogenèse ‘OMc’ par Cañas et Benbadis 

(1988) est couramment utilisé avec les tissus juvéniles notamment les radicules (Orinos et 

Mitrakos, 1991 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 et 2012 ; Toufik et al., 2017 ; 

Pires et al., 2020) et les segments cotylédonaires (Mitrakos et al., 1992 ; Peyvandi et al., 

2001 et 2010b ; Trabelsi et al., 2003 ; Mazri et al., 2012) d’embryons zygotiques matures 

tandis que la composition chimique du milieu MS de Murashige et Skoog (1962) souvent 

réduite à moitié est plus bénéfique pour l’induction à partir de matériel adulte tels que les 
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pétioles, feuilles, apex ou racines de vitrosemis d’olivier (Rugini et Caricato, 1995 ; Shibli 

et al., 2001 ; Trabelsi et al., 2011 ; Mazri et al., 2013) et même d’oléastre (Capelo et al., 

2010 ; Narváez et al., 2019). Toutefois, l’induction à partir de cotylédons entiers est plus 

efficace sur la formule chimique complète du MS comme c’est le cas chez le cultivar 

‘Picholine Marocaine’ (Brhadda et al., 2003a, 2007 et 2008) ou ‘Coratina’ (Hegazi et al., 

2017) alors que ½ MS est plus adapté aux embryons zygotiques immatures des cultivars 

‘Dolce Agogia’, ‘Leccino’, ‘Frantoio’ et ‘Moraiolo’ (Rugini, 1988), ’Chalkidikis’ (Pritsa et 

Voyiatzis, 1999) ainsi que ‘Chemlali de Sfax’ et ‘Meski’ (Maalej et al., 2002). 

En effet, à partir de radicules d’embryons zygotiques d’oléastre, Orinos et Mitrakos 

(1991) et après trois semaines d’incubation ont obtenu 100% de callogenèse sur le milieu 

OMc en présence d’AIB et de 2iP. Sous ces mêmes conditions, Mitrakos et al. (1992) et 

Cerezo et al. (2011) ont observé une callogenèse chez la majorité des radicules des 

cultivars ‘Koroneiki’ et ‘Picual’ respectivement. De même, Mazri et al. (2011 et 2012) 

indiquent que les radicules mises en culture sur le milieu OM augmentent de taille dès la 

première semaine d’introduction avec une formation de cal sur la partie blessée dès la 2ème 

semaine et qui couvre la totalité de l’explant, mais à partir de la 3ème semaine aucune 

nouvelle callogenèse n’est observée après transfert sur milieu sans hormones. Ces auteurs 

ont obtenu 82, 92, 95 et 100% de callogenèse à partir de radicules des cultivars ‘Picual’, 

‘Dahbia’, ‘Picholine Marocaine’ et ‘Arbequina’ respectivement tandis que Toufik et al. 

(2017) indiquent que la totalité des radicules du cultivar ‘Dahbia’ forment des cals après 

trois semaines de culture sur le milieu OM additionné d’AIB et 2iP. Récemment, Pires et 

al. (2020) ont observé la callogenèse chez 98.9% des radicules du cultivar ‘Galega Vulgar’ 

sur OMc. En outre, selon Toufik et al. (2014) une durée dépassant 4 semaines sur le milieu 

d’induction n’améliore pas significativement le taux de callogenèse et ce quelque soit la 

balance hormonale ajoutée. 

Ces observations corroborent parfaitement avec nos résultats sur les radicules du 

cultivar ‘Chemlal’ après trois semaines de leur culture sur le milieu OMc additionné d’AIB 

et Zéatine à la place du 2iP où on a observé un gonflement et début de formation d’amas 

cellulaires sur les parties blessées aboutissant à 100% de callogenèse (Figure 1, Planches 6, 

7 et 8). De plus, aucune apparition de cal n’est observée chez les explants non réactifs lors 

de leur transfert sur le deuxième milieu de callogenèse. 
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Concernant le milieu MS, Hegazi et al. (2017) indiquent que ce milieu additionné 

d’hormones ne permet pas une bonne callogenèse à partir de tissus d’embryons zygotiques 

du cultivar ‘Coratina’ particulièrement les radicules en comparaison avec les cotylédons. 

Ces auteurs indiquent un maximum de 95% d’induction de cal en présence d’ANA avec 

TDZ. Dans notre cas, le milieu MS indépendamment de la balance hormonale ne permet 

pas une bonne callogenèse par rapport au milieu OM et un maximum de 93.3% de 

formation de cals est obtenu en présence d’AIB et Zéatine. En effet, le milieu MS est 

souvent utilisé pour l’induction à partir de tissus adultes (feuilles, pétioles, etc.) ou des 

cotylédons entiers (Brhadda et al., 2007 et 2008) ou embryons zygotiques immatures 

(Rugini, 1988 ; Pritsa et Voyiatzis, 1999 ; Maalej et al., 2002). De plus, Maalej et al. 

(2006) suggèrent d’utiliser un milieu plus riche en nutriments notamment en azote sous 

forme de nitrates, comme c’est le cas du MS, durant la première phase d’embryogenèse 

lors de l’induction à partir de tissus contenant moins d’éléments minéraux (N, K, Ca et 

Mg) tels que les cotylédons des embryons zygotiques (Brhadda et al., 2008) du fait que les 

nutriments sont localisés dans l’endosperme de la semence et ne sont délocalisés aux 

cotylédons de l’embryon qu’après le déclenchement de la germination (Zienkiewicz et al., 

2011). En outre, Pritsa et Voyiatzis (1999) indiquent que la richesse du milieu de culture 

ne peut être bénéfique que lorsque l’explant, tel que les cotylédons, est capable d’utiliser 

les éléments contenus quoique les taux de callogenèse obtenus sont souvent moins de 90% 

indépendamment de la balance hormonale additionnée (Trabelsi et al., 2003 ; Brhadda et 

al., 2007 et 2008). 

Dans notre cas, les radicules probablement n’étaient pas en mesure de métaboliser 

les nutriments inclus dans le milieu MS ce qui s’est traduit par une faible callogenèse en 

comparaison avec le milieu OM moins riche en nutriments (Figure 1). 

Le transfert des cals sur un deuxième milieu de même composition chimique 

appauvri en régulateurs de croissance induit généralement le brunissement des tissus avec 

le maintien de la prolifération cellulaire chez certains explants (Figure 1, Tableau 3, 

Planches 6, 7 et 8). Nos résultats confirment ceux de Mazri et al. (2011 et 2012) indiquant 

que les cals issus des radicules des différents cultivars d’olivier et induits sur un milieu 

OMc sont de couleur blanchâtre durant les premières semaines ensuite brunissent après 6 à 

7 semaines lors de leur transfert sur un milieu sans hormones. De même, Toufik et al. 

(2017) ont observé que les cals blanchâtres et hydratés induits à partir de radicules du 
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cultivar ‘Dahbia’ deviennent brunâtres et compacts une fois transférés en absence 

d’hormones. De plus, Mazri et al. (2013), Toufik et al. (2014) et Oulbi et al. (2018) ont 

observé que le bruissement des cals induits à partir de feuilles et pétioles d’olivier 

commence juste avec le transfert des explants sur un milieu dépourvu d’hormones suite à 

une forte accumulation de composés phénoliques induisant, ainsi, une régression rapide de 

leur croissance (Trabelsi et al., 2011). Récemment, Pires et al. (2020) indiquent que le 

maintien des cals sur un second milieu OMc dépourvu d’hormones après induction pendant 

plus d’un mois provoque la nécrose des cals ayant montré une certaine expression 

embryogène. Néanmoins, un deuxième transfert sur un milieu contenant une faible teneur 

en hormones permet un redémarrage lent de la prolifération cellulaire (Trabelsi et al., 

2011 ; Oulbi et al., 2018) comme c’est la cas dans notre étude où certaines cals reprennent 

leur croissance une fois transférés sur le milieu ECO additionné d’hormones. 

En outre, en dépit d’une forte nécrose observée chez les cultures après leur transfert 

sur le milieu moins riche en régulateurs de croissance ; certains cals demeurent en 

prolifération avec une expression embryogène qui diffèrent d’une lignée de cal à une autre 

après introduction sur le milieu ECO approprié (Figure 1, Planches 6, 7 et 8). Cette 

suppression ou réduction de la teneur en hormones est nécessaire à l’expression 

embryogène (Peyvandi et al., 2001). Par conséquent, les taux d’embryogenèse somatique 

obtenus étant faibles varient entre 3.3 et 13.3% en fonction du milieu d’induction et de sa 

contenance en hormones (Figure 1). Nos résultats rejoignent parfaitement ceux obtenus 

dans les mêmes conditions d’induction par plusieurs auteurs à partir des radicules de 

diverses variétés d’olivier indiquant des taux d’embryogenèse de 0 à moins de 25% selon 

le cultivar. En effet, Orinos et Mitrakos (1991) ont observé moins de 7% d’embryogenèse 

chez les radicules d’oléastre transférés sur un milieu OMc dépourvu de cytokinine et 

contenant 1/10ème de la concentration d’AIB initialement additionnée. De même, Mazri et 

al. (2012) ont obtenu 0, 7, 9 et 13% respectivement pour les cultivars ‘Picholine 

Marocaine’, ‘Picual’, ‘Dahbia’ et ‘Arbequina’ après transfert sur le milieu ECO tandis que 

Mazri et al. (2011) et Toufik et al. (2017) indiquent respectivement que 19.6 et 20.8% de 

cals induits à partir de radicules du cultivar marocain ‘Dahbia’ étaient embryogènes. De 

plus, Cerezo et al. (2011) et Pires et al. (2020) ont obtenu respectivement 25 et 17% 

d’embryogenèse à partir des radicules des cultivars ‘Picual’ et ‘Galega Vulgar’ après 

transfert sur le milieu ECO additionné d’hormones permettant, ainsi, de restaurer leur 

capacité de prolifération et d’expression embryogène. 



                                                                                                                Partie IV. Discussion 

134 
 

Par ailleurs, l’induction de l’embryogenèse somatique à partir d’autres tissus 

juvéniles tels que les cotylédons aboutit à des taux plus ou moins faibles de l’ordre de 4 à 

13% pour les cultivars ‘Arbequina’, ‘Chetoui’ et ‘Chemlali’ (Trabelsi et al., 2003) et entre 

22 et 37% pour ‘Picholine Marocaine’ (Brhadda et al., 2007 et 2008). Toutefois, Mitrakos 

et al. (1992) et Peyvandi et al. (2010b) indiquent l’obtention entre 40 et 55% 

d’embryogenèse à partir de radicules du cultivar ‘Koroneiki’ après trois semaines 

d’induction sur OMc avec AIB et 2iP suivi d’un transfert en absence d’hormones. De 

même, Hegazi et al. (2017) ont obtenu entre 27 et 38% d’embryogenèse à partir de 

radicules du cultivar ‘Coratina’ sur le milieu ½ MS contenant différentes cytokinines. En 

addition, Capelo et al. (2010) ont obtenu près de 27% d’embryogenèse à partir de pétioles 

d’oléastre après induction sur MS en présence d’AIB et Zéatine alors que Oulbi et al. 

(2018) indiquent que 7 à 11% des cals issus des pétioles et feuilles du cultivar ‘Picholine 

Marocaine’ induits en présence de Zéatine avec l’’AIB et ANA respectivement sont 

embryogènes. Par conséquent, ces différences entre cultivars démontrent que la 

récalcitrance de certaines variétés à l’embryogenèse somatique est génétiquement 

déterminée par la juvénilité du tissu (Peyvandi et al., 2001 ; Rugini et Silvestri, 2016). 

L’apparition des structures embryogènes particulièrement les nodules est 

considérée comme un marqueur morphologique de l’embryogenèse somatique (Mazri et 

al., 2013 ; Oulbi et al., 2018) et commence généralement après transfert sur un milieu 

dépourvu d’hormones ou dont la concentration notamment celle des auxines est réduite 

(Planches 6 et 7). De ce fait, Orinos et Mitrakos (1991) et Mitrakos et al. (1992) indiquent 

que l’expression embryogène chez les cals des radicules d’oléastre et du cultivar 

‘Koroneiki’ a été observée à partir du deuxième mois (6 à 8 semaines) de maintien sur le 

milieu OMc dépourvu de cytokinine (2iP) et dont la concentration de l’AIB est réduite à 

1/10ème. De même, sous tels conditions ; Peyvandi et al. (2008) ont observé les structures 

embryogènes chez les cals des radicules des cultivars ‘Zard’ et ‘Mission’ après le 

deuxième ou troisième repiquage c’est-à-dire 7 à 9 semaines de l’initiation des cultures. De 

plus, Cerezo et al. (2011) et Mazri et al. (2012) indiquent l’apparition des structures 

embryogènes à partir de la 9ème semaine de culture chez ‘Picual’ alors que d’autres 

cultivars tels que ‘Arbequina’ et ‘Dahbia’ forment des embryons après 4 semaines de 

transfert sur le milieu ECO c’est-à-dire 10 à 14 semaines de l’initiation des cultures (Mazri 

et al., 2011 et 2012 ; Toufik et al. (2017) tandis que Pires et al. (2020) indiquent 

l’apparition des structures embryogènes chez les cals du cultivar ‘Galega vulgar’ après 7 
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semaines de culture juste lors du transfert sur un milieu OMc sans hormones malgré que le 

maintien des cultures pendant plus d’un mois sur le milieu dépourvu d’hormones retarde 

significativement l’apparition des ES (Mazri et al., 2011 ; Pires et al., 2020). En addition, 

Brhadda et al. (2003a) indiquent que les ES apparaissent sur les cals issus des cotylédons 

du cultivar ‘Picholine Marocaine’ après 7 à 8 semaines de l’initiation. Nos résultats 

confirment ces observations du fait que les structures embryogènes sont observées après un 

mois du transfert des cals sur le milieu dépourvu de Zéatine et dont la concentration des 

auxines est réduite à 1/10ème c’est-à-dire après 7 à 8 semaines de l’introduction des 

explants. De plus, leur fréquence et l’intensité de formation augmentent significativement 

avec la mise en culture sur le milieu ECO approprié (Planches 6, 7 et 8). 

1.1.2. Effet des régulateurs de croissance 

L’induction de l’embryogenèse somatique se fait en cultivant l’explant sur un 

milieu contenant le stimulant, habituellement une auxine, et dans certains cas une 

cytokinine (Pliego-Alfaro et Barceló-Muñoz, 2001 ; Von Arnold, 2008 ; Neumann et al., 

2009 ; Cançado et al., 2013 ; Palomo-Ríos et al., 2021) suivie de son transfert sur un 

milieu généralement de même composition chimique cependant dépourvus d’auxines ou 

avec une concentration réduite afin de favoriser l’expression embryogène (Orinos et 

Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; Bhojwani et Razdan, 1996 ; Peyvandi et al., 2001). 

Toutefois, le besoin en auxine ou autres régulateurs de croissance additionnés pour 

l’initiation de l’embryogenèse somatique est fonction, en grande partie, du génotype et 

explant (Mazri et al., 2011)  ainsi que son degré de maturité et de développement (Von 

Arnold, 2008) mais aussi du type d’auxine utilisée (Rugini, 1988). 

Selon Rugini (1995) l’induction de cals d’olivier peut être réalisée avec de faibles 

concentrations d’auxines ou même en leur absence totale du fait qu’elles ne sont pas 

indispensables pour le développement précoce des cals selon Lavee et Messer (1969) 

quoique l’induction en absence d’hormones ou en présence d’auxines seules ne permet pas 

d’avoir des cals embryogènes ce qui indique que la combinaison des auxines et cytokinines 

semble être essentiel pendant la phase d’induction de cals (Maalej et al., 2002 ; Hegazi et 

al., 2017) pour provoquer la conversion des cellules somatiques à l’état méristématique 

(Peyvandi et al., 2001). Nos résultats confirment ces observations du fait qu’une 

callogenèse de 10 à 13% est obtenue sur les milieux témoins toutefois sans aucune 

expression embryogène (Figure 1, Planches 6, 7 et 8). De plus, les cals d’apparence 
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embryogène ne sont observés qu’après induction en présence d’auxines en combinaison 

avec la Zéatine. Toutefois, les mêmes balances hormonales ne donnent pas forcément les 

mêmes effets sur différents explants du même cultivar ou les mêmes explants de 

différentes variétés. Cette différence d’influence est étroitement liée avec le niveau de 

différenciation des cellules de l’explant (Leva et al., 1995) déterminant son équilibre 

hormonale endogène (Mazri et al., 2011) en plus de l’existence d’un gradient potentiel de 

régénération chez les explants prélevés des embryons zygotiques (Cañas et Benbadis, 

1988 ; Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; Peyvandi et al., 2001 ; Brhadda et 

al., 2003a ; Peyvandi et al., 2008 ; Pires et al., 2020) et feuilles d’olivier (Mazri et al., 

2013 ; Toufik et al., 2014) et même d’oléastre (Capelo et al., 2010) d’où l’importance du 

choix de la partie de l’explant à utiliser et de la période de prélèvement pour avoir une 

bonne réponse (Leva et al., 1995 ; Peyvandi et al., 2008). 

En effet, l’AIB avec le 2iP était généralement la combinaison hormonale la plus 

utilisée pour l’induction de cals embryogènes à partir de tissus juvéniles tels que les 

radicules des embryons zygotiques (Orinos et Mitrakos, 1991 ; Mitrakos et al., 1992 ; 

Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 et 2012 ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020) ou 

les parties proximales des cotylédons (Cañas et Benbadis, 1988 ; Peyvandi et al., 2001 et 

2010b ; Trabelsi et al., 2003 ; Mazri et al., 2012) tandis que l’ANA est souvent utilisée 

avec le matériel adulte notamment les pétioles et feuilles en combinaison avec le 

thidiazuron (TDZ) (Rugini et Caricato, 1995 ; Mazri et al., 2011 et 2013 ; Rugini et 

Silvestri, 2016 ; Narváez et al., 2019) ou bien le 2iP (Trabelsi et al., 2011) ou Zéatine 

(Oulbi et al., 2018). De plus, la combinaison de l’ANA avec le 2iP ou TDZ a permis de 

bons résultats à partir des cotylédons entiers (Leva et al., 1995 ; Brhadda et al., 2008 ; 

Hegazi et al., 2017) ou embryons zygotiques immatures (Maalej et al., 2002) alors que la 

combinaison de l’AIA avec la Kinétine induit plus de cal chez les tissus du cultivar 

‘Manzanillo’ (Lavee et Messer, 1969). 

Dans notre cas, plus de callogenèse est obtenue à partir de radicules d’embryons 

zygotiques en présence d’AIB par rapport aux autres auxines testées et ce indépendamment 

de la composition chimique du milieu de culture. Par la suite, ce sont les cals induits en 

présence d’AIB ainsi que l’ANA en combinaison avec la Zéatine qui ont présenté plus 

d’expression embryogène alors que ceux issus en présence de l’AIA ou 2,4-D se sont 

fortement nécrosés (Figure 1, Planches 6, 7 et 8). 
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Néanmoins, Rugini (1988) indique que le 2,4-D notamment en combinaison avec 

la BAP induit moins de cals, inhibe la différenciation cellulaire et provoque un 

brunissement rapide et marqué des cultures inversement à l’ANA qui, en dépit de la faible 

callogenèse induite, favorise l’expression embryogène avec une faible nécrose des tissus. 

De plus, Ramezani et Shekafandeh (2009) indiquent que l’ANA et le 2,4-D en 

combinaison avec le 2iP induisent très faiblement la callogenèse à partir d’anthères du 

cultivar ‘Conservolea’ toutefois sans aspect embryogène. Nos résultats corroborent 

parfaitement avec ces observations car moins de 27 et 44% de callogenèse sont obtenues 

respectivement sur les milieux OMc et MS additionnés de 2,4-D en combinaison avec la 

Zéatine. De plus, ces cals brunissent rapidement avant même le transfert sur un milieu 

dépourvu de cytokinine sans montrer aucune expression embryogène. De même, la 

callogenèse sur les milieux contenant de l’ANA était moins de 50% quoique près de 7% 

des cals étaient embryogènes (Figure 1, Tableau 3, Planches 6, 7 et 8). 

De plus, les radicules mises en culture en absence de régulateurs de croissance ou 

en présence d’ANA comme auxine tendent à s’allonger et ce indépendamment de la 

composition chimique du milieu d’induction (Planches 6 et 7). En effet, l’élongation de la 

radicule et de l’hypocotyle est souvent considérée comme un premier signe d’entrée en 

germination chez l’olivier (Voyiatzis, 1995 ; Acebedo et al., 1997) notamment chez les 

embryons zygotiques isolés (Cañas et al., 1987 ; Brhadda et al., 2000) suite à l’activation 

de la zone méristématique apicale de la radicule (Germanà et al., 2014) par la mobilisation 

des réserves incluses dans les cotylédons ainsi que le milieu de culture contenant des 

régulateurs de croissance (Zienkiewicz et al., 2011). Toutefois, selon Orinos et Mitrakos 

(1991) la formation de racine sur les explants lors de la callogenèse est une réaction 

morphogénique labile favorisée par plusieurs facteurs notamment l’absence d’hormones ou 

leurs faibles concentrations particulièrement les auxines. De plus, la rhizogenèse n’est 

signalée qu’avec les segments cotylédonaires en absence d’hormones (Orinos et Mitrakos, 

1991 ; Mitrakos et al., 1992) ou en présence de faibles quantités (moins de 5 mg l-1) d’AIB 

ou ANA (Trabelsi et al., 2003 ; Brhadda et al., 2008 ; Mazri et al., 2012 ; Pires et al., 

2020). 

En outre, l’élongation observée dans notre étude en présence d’ANA est peut être 

due au fait que la concentration additionnée (5 mg l-1) de l’ANA était faible pour induire 

directement une callogenèse (Tableau 3). 
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1.1.3. Structure des cals obtenus 

Les cals embryogènes caractérisés principalement par des traits qualitatifs tels que 

leurs structure et texture ainsi que la couleur de masses cellulaires mais aussi par des 

critères quantifiables en relation avec leur prolifération cellulaire et la production 

d’embryons somatiques. Ces caractères diffèrent suivant l’explant utilisé et varient d’une 

lignée de cal à une autre et selon les conditions d’induction notamment l’auxine. 

En effet, plusieurs études indiquent que les cals embryogènes de l’olivier 

indépendamment de l’explant source sont de couleur blanc-opaque ou crémeuse (Sánchez-

Romero, 2018 ; Oulbi et al., 2021) alors que le brunissement des masses est un signe 

d’accumulation des phénols conduisant à la nécrose des tissus ainsi que la perte de leur 

capacité embryogène (Trabelsi et al., 2011). Néanmoins, cette couleur est généralement 

fonction de la luminosité durant l’incubation des cultures car les cals induits sous obscurité 

sont blanchâtres alors que sous photopériode la couleur est hétérogène mais principalement 

verdâtre (Brhadda et al., 2003a) quoique la lumière est considérée inhibitrice de 

l’expression embryogène et induit plus d’organogenèse (Rugini et Caricato, 1995). Hegazi 

et al. (2017) ont observé que la couleur des cals du cultivar ‘Coratina’ varie avec la 

balance hormonale additionnée notamment le type d’auxine. En effet, en présence d’AIB 

ou 2,4-D les cals sont plus ou moins brunâtres alors qu’avec l’ANA la couleur est blanc-

jaunâtre. Nos résultats corroborent parfaitement avec ces observations du fait que toutes les 

étapes d’induction de cals embryogènes sont conduites sous obscurité totale ; la couleur 

des cultures était blanc-opaque toutefois avec un certain brunissement variant d’une lignée 

à l’autre. De plus, les cultures induites en présence d’ANA présentent moins de 

brunissement par rapport à celles des autres auxines surtout en présence du 2,4-D (Tableau 

3, Planches 6, 7 et 8). 

De plus, indépendamment de l’explant source ; la texture nodulaire composée de 

nodules ou globules compacts de couleur blanchâtre, bien individualisés et facilement 

séparables dont la taille est plus ou moins moyenne donnant un aspect friable et granulaire 

à la culture est souvent considérée comme un marqueur de distinction des cals 

embryogènes d’olivier (Shibli et al., 2001 ; Capelo et al., 2010 ; Mazri et al., 2013 ; Oulbi 

et al., 2018 ; Pires et al., 2020 ; Oulbi et al., 2021). Par conséquent, les cals composés de 

globules compacts à consistance friable sont considérés comme embryogènes (Sánchez-

Romero, 2018) du fait que l’analyse histologique des nodules révèle la présence de centres 
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d’activité méristématique périphériques et/ou internes (Brhadda et al., 2007) alors que 

ceux trop friables et de couleur beige sont moins embryogènes (Brhadda et al., 2008) 

quoique plus utiles pour les suspensions cellulaires (Trabelsi et al., 2011). Récemment, 

Oulbi et al. (2021) ont trouvé que les cals embryogènes, en plus des caractères 

morphologiques (texture, structure, couleur, etc.), présentent une forte activité des 

péroxydases impliquées dans plusieurs processus physiologiques y compris la 

régénération. Dans notre cas, les 12 lignées de cals retenues comme embryogènes 

présentent des nodules de couleur blanche ou crémeuse de différentes tailles. Toutefois, la 

friabilité et la facilité de séparation de ces nodules varient d’une lignée à une autre allant 

du fortement compactes (Planche 9 C11 et C12) au très friables (Planche 9 C3). 

Plusieurs facteurs notamment les régulateurs de croissance influencent le type de 

texture obtenue. En effet, Brhadda et al. (2003a) indiquent que les cals issus sous obscurité 

sont globulaires et friables alors que ceux issus sous photopériode sont plus compacts. De 

plus, Hegazi et al. (2017) et Oulbi et al. (2018) ont observé plus de nodules chez les cals 

induits en présence d’ANA que d’AIB en combinaison avec la Zéatine ou TDZ alors que 

Rugini (1988) indiquent que les cals issus d’embryons trop matures présentent des nodules 

qui augmentent de taille sans développer des embryons somatiques bien structurés (stade 

cotylédonaire). Nos résultats rejoignent ces observations car ce sont principalement les cals 

induits en présence d’AIB ou ANA en combinaison avec la Zéatine qui présentent des 

nodules alors que certaines lignées telles que C10 et C11 (Planche 9) possèdent des 

globules fortement accolées et de taille trop petites et très grandes respectivement. Ces 

lignées sont probablement induites à partir de radicules prélevées d’embryons isolés 

d’olives de maturité avancée. 

1.2. Evaluation de la capacité embryogène 

La capacité des cals embryogènes à maintenir une bonne prolifération cellulaire 

avec une production continue des embryons somatiques capables de régénérer des 

plantules entières est très importante pour leur utilisation dans les techniques 

d’amélioration par transformation génétique ou variation somaclonale (Peyvandi et al., 

2001). Par conséquent, une évaluation de la capacité embryogène des lignées de cals 

d’olivier obtenues à partir de radicules d’embryons zygotiques du cultivar ‘Chemlal’ s’est 

avérée indispensable pour sélectionner un matériel performant. 
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Pour ce faire, l’évaluation accompagnée d’essais d’optimisation ont porté 

essentiellement sur l’estimation de la capacité de prolifération cellulaire sur milieu liquide 

et solide sous différentes conditions de culture ainsi que la production, maturation et 

germination des ES ainsi que la multiplication des plants régénérés. 

1.2.1. Prolifération cellulaire et production d’embryons somatiques 

L’un des aspects importants des cultures embryogènes est leur capacité à maintenir 

indéfiniment une prolifération continue (Merkle et al., 1995) à travers la formation de 

nouvelles masses embryogènes et via une embryogenèse somatique secondaire (Sánchez-

Romero, 2019). En effet, malgré que cette prolifération n’est pas considérée comme une 

étape limitative dans le protocole de l’embryogenèse somatique ; toutefois le taux 

d’accroissement et la fréquence des repiquages sont des aspects importants avec des 

répercussions marquées sur l’application pratique de cette technique (Sánchez-Romero, 

2019). En outre, la prolifération est déterminée par plusieurs facteurs liés à la formulation 

chimique du milieu de culture ainsi que l’addition d’hormones et autres composants mais 

beaucoup plus le génotype en culture (Merkle et al., 1995 ; Sánchez-Romero, 2019). 

1.2.1.1. Effet de la composition chimique du milieu de prolifération 

Le maintien des cultures embryogènes est réalisée habituellement par des 

repiquages mensuels sur un milieu similaire à celui de l’initiation (Rugini et Baldoni, 

2005) souvent à base des milieux OM et MS (Sánchez-Romero, 2019). Toutefois, la 

modification de la composition minérale et organique du milieu de culture ainsi que son 

type influence significativement l’efficience de la culture (Trabelsi et al., 2003 ; Brhadda 

et al., 2007 ; Pérez-Barranco et al., 2007). 

 Milieu solide 

En effet, à partir de 0.3 à 0.4 g de cal issu de radicules du cultivar ‘Picual’ ; Pérez-

Barranco et al. (2007) indiquent qu’en dépit d’un taux de croissance élevé (0.8 g 

d’accroissement) obtenu sur le milieu OMc solide additionné d’AIB combiné avec le 2iP et 

BAP par rapport au milieu ECO (0.6 g) une croissance plus organisée est obtenue sur le 

milieu ECO montrant une texture plus friable. De même, Pérez-Barranco et al. (2009) 

indiquent un accroissement d’environ 0.5 g après un mois de culture sur ECO solide avec 

moins de 15% de nécrose. De plus, quoique Cerezo et al. (2011) n’ont pas observé une 
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différence significative entre l’accroissement moyen  du poids frais estimé à 0.75 g sur 

ECO et OM ; ces auteurs indiquent que le brunissement des cultures est plus prononcé sur 

le milieu OM que ECO. En addition, Bradaï et al. (2016b) à partir de 0.2 g de cals ont 

obtenu jusqu’à 0.8 g d’accroissement chez plusieurs lignées âgées alors que les cultures 

jeunes prolifèrent moins. Néanmoins, sous les mêmes conditions précédentes, Mazri et al. 

(2012) ont obtenu de faibles accroissements de 0.02, 0.003 et 0.084 g respectivement à 

partir de 0.1 g de cals des radicules des cultivars ‘Picholine marocaine’, ‘Dahbia’ et 

‘Arbequina’ alors que les valeurs étaient nettement supérieurs chez les lignées de cals issus 

des cotylédons des mêmes variétés. En addition, les cals issus des feuilles et pétioles du 

cultivar ‘Dahbia’ prolifèrent mieux sur le milieu ECO additionné d’AIB, BAP et 2iP que 

sur ½ MS (Mazri et al., 2013). 

Nos résultats confirment parfaitement l’effet bénéfique du milieu ECO solide sur 

l’accroissement du poids frais des trois lignées de cals testées. Un accroissement entre 0.16 

et 0.3 g est enregistré à partir d’un inoculum de 0.1 g des trois lignées de cal sur le milieu 

ECO soit 0.6 à 0.9 g pour un inoculum de 0.3 g (Figure 2 A) ; rejoignant ainsi les résultats 

obtenus par Pérez-Barranco et al. (2007 et 2009) et Cerezo et al. (2011) sur le cultivar 

‘Picual’. Cependant, nos résultats sont nettement supérieurs à ceux de Mazri et al. (2012) 

ce qui confirme l’influence du génotype sur la capacité de prolifération (Sánchez-Romero, 

2019) ainsi que la compétence des lignées âgées par rapport à celles trop jeunes comme 

l’ont suggéré Bradaï et al. (2016b). 

En outre, un séjour prolongé sur le milieu OMc solide provoque non seulement la 

disparition des structures globulaires mais aussi un durcissement du cal suivi de son 

brunissement tandis que les masses embryogènes sur ECO solide continuent à former des 

structures globulaires de couleur blanc-opaques (Pérez-Barranco et al., 2007 ; Cerezo et 

al., 2011). De plus, Mazri et al. (2011) indiquent que les cals maintenus sur ECO 

présentent une bonne prolifération avec plus de structures nodulaires alors qu’aucune 

morphogenèse n’a été observée sur le milieu OM notamment en absence d’hormones. 

Toutefois, le transfert sur le milieu ECO additionné d’hormones permet de rétablir la 

capacité de prolifération du cal même après une nécrose et un arrêt de croissance (Pires et 

al., 2020) en plus d’une bonne expression embryogène (Sánchez-Romero, 2018). 

Ces observations concordent exactement avec notre cas où on a observé chez les 

cals mis en culture sur OM et particulièrement MS ; des masses cellulaires compactes 
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caractérisées par un brunissement plus marqué et une faible expression embryogène tandis 

que sur ECO la friabilité et l’expression embryogène du cal sont parfaitement maintenues 

(Planches 6 et 7). 

Par conséquent, malgré que le milieu OMc ainsi que MS contiennent une teneur 

élevée en nutriments particulièrement les macroéléments, la balance nutritive du milieu 

ECO apparaît être plus adéquate pour maintenir les traits embryogènes du cal d’olivier 

(Pérez-Barranco et al., 2007). Selon Cerezo et al. (2011) cet effet bénéfique du milieu 

ECO est peut être dû à sa faible teneur en macroéléments, notamment l’azote, induisant 

une situation de stress qui favorise la prolifération et le développement des structures 

embryogènes (Cerezo et al. 2011 ; Oulbi et al., 2021). 

 Milieu liquide 

Les cultures embryogènes peuvent être maintenues sous agitation en culture liquide 

permettant la production d’un grand nombre de cellules compétentes ainsi qu’une 

meilleure organisation et synchronisation de la culture par filtration sur des grilles (Von 

Arnold, 2008 ; Sánchez-Romero, 2019 ; Palomo-Ríos et al., 2021). En effet, Pérez-

Barranco et al. (2007 et 2009) indiquent une prolifération exponentielle du cal de radicules 

du cultivar ‘Picual’ durant les trois semaines de culture sur ECO liquide additionné d’AIB, 

2iP et BAP permettant jusqu’à 50% d’amélioration du poids frais par rapport au control 

solide estimé à 0.6 g. Ces auteurs ont obtenu près de 0.9 g d’accroissement à partir de 0.4 g 

d’inoculum soit plus de 0.2 g pour chaque 0.1 g d’inoculum. De même, Cerezo et al. 

(2011) considèrent qu’une incubation du cal pendant 4 semaines sur le milieu ECO sous 

agitation permet de produire un grand nombre d’embryons globulaires de grande taille. 

Nos résultats rejoignent ces observations car après 4 semaines de culture en milieu 

ECO liquide, l’accroissement du poids frais varie entre 0.2 et 0.3 g selon la lignée du cal 

(Figure 2 B) soit près de 50% d’amélioration chez les lignées C2 et C3 par rapport au 

milieu solide dont l’accroissement était en moyenne 0.15 g (Figure 2 A). Cet effet 

bénéfique du milieu ECO liquide est en relation avec l’oxygénation assurée par l’agitation 

et la disponibilité des nutriments pour toutes les cellules. En revanche, une croissance lente 

est souvent observée sur le milieu solide du fait qu’une partie uniquement de la culture est 

en contact direct avec le milieu (Neumann et al., 2009). De plus, la combinaison des 

formes organiques (hydrolysat de caséine) et inorganiques (KNO3) du nitrogène améliore 
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significativement la prolifération des cals en culture liquide via la stabilisation du pH du 

milieu de culture (Trabelsi et al., 2011).  

Néanmoins, le milieu OMe et MS additionné d’ANA en combinaison avec la 

Zéatine sont utilisés respectivement pour la culture liquide des cals induits à partir de 

feuilles ou pétioles (Rugini et Caricato, 1995 ; Trabelsi et al., 2011) et ceux des cotylédons 

d’olivier (Brhadda et al., 2007). En outre, Trabelsi et al. (2011) indiquent que 

l’accroissement du poids frais de cals de feuilles du cultivar ‘Chetoui’ est plus élevé (7 g) 

sur OMe que sur le milieu B5 de Gamborg et al. (1968) avec moins de 1 g à partir d’un 

inoculum de 2 g alors que les cals des pétioles des cultivars ‘Canino’ et ‘Moraiolo’ ne 

prolifèrent pas bien sur le milieu OMe liquide et montrent une couleur jaunâtre en 

produisent moins d’embryons structurés (Rugini et Caricato, 1995). De plus, Brhadda et al. 

(2007) ont observé que les cals des cotylédons du cultivar ‘Picholine Marocaine’ 

prolifèrent mieux sur le milieu MS solide qu’en culture liquide. 

Dans notre cas, les trois lignées réagissent plus en culture liquide que sur milieu 

solide indépendamment de la composition chimique testée. Ceci est peut être en relation 

avec l’origine du cal qui influence fortement la capacité embryogène du cal induit (Mazri 

et al., 2011). 

 Production d’embryons somatiques 

Après un mois de culture sur le milieu ECO liquide, le nombre moyen d’embryons 

somatiques produits diffère d’une lignée à l’autre (Tableau 6). Selon Mitrakos et al. (1992) 

la morphogenèse chez le cal dépend de son âge et de son origine. En effet, les cals jeunes 

donnent plus d’embryons que les cals plus âgés qui perdent leur capacité d’expression 

embryogène avec le temps (Von Arnold, 2008). Dans ce sens, Bradaï et al. (2016b) ont 

obtenu plus de 9 embryons en moyenne sur le milieu ECO à partir de 0.2 g de lignées 

jeunes de cals de radicules du cultivar ‘Picual’ âgées de 2 ans alors que les lignées âgées de 

plus de 8 ans donnent près de 8 embryons. De même, Pires et al. (2020) indiquent que le 

nombre d’ES produits par les cals de radicules du cultivar ‘Galega Vulgar’ augmentent 

avec les repiquages successifs sur le milieu ECO pour atteindre environ 25 embryons par 

cal lors du 3ème repiquage. Dans notre cas, 33 à 72 embryons somatiques sont produits à 

partir d’un inoculum de 1 g de cal des différentes lignées testées après un mois de culture 

sur ECO liquide additionné d’hormones. 
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Nos résultats rejoignent les observations précédentes de Bradaï et al. (2016b) sur 

les lignées jeunes du fait que les trois lignées testées ont moins de trois ans au cours de la 

réalisation des essais. 

Des ES de différents stades de développement sont observés sur le même cal des 

différentes lignées cultivées sur milieu liquide ou solide (Tableau 7, Planche 20). Selon 

Mazri et al. (2011) la fragmentation et la subculture du cal sur le milieu ECO améliore 

fortement la formation des embryons somatiques d’une manière asynchrone car plusieurs 

stades de développement embryonnaire (globulaire, cordiforme et torpide) coexistent sur le 

même cal alors que d’autres atteignent le stade cotylédonaire avec des parties caulinaire et 

radiculaire bien visibles (Mazri et al., 2012). Les mêmes observations sont indiquées par 

Rugini (1988), Leva et al. (1995), Brhadda et al. (2007) et Pires et al. (2020). Ceci est dû 

selon Lambardi et al. (1999a) à la formation continue d’ES via l’embryogenèse secondaire 

répétitive d’où l’importance de la filtration des cultures après une culture liquide qui 

permet la production d’ES à des stades primaires de développement (globulaire, 

cordiforme ou torpide) prêts à passer en maturation (Trabelsi et al., 2011). Dans notre cas, 

les ES à des stades avancés de développement sont observés sur milieu solide alors que les 

stades globulaire, cordiforme et torpide sont obtenus notamment en culture liquide. 

1.2.1.2. Effet de la balance hormonale 

Le maintien en prolifération des cultures embryogènes d’olivier est rapportée sur 

des milieux de culture additionnés ou non d’hormones (Sánchez-Romero, 2019) quoique la 

présence de régulateurs de croissance semble être critique durant cette phase du processus 

(Lavee, 1977 ; Trabelsi et al., 2011) du fait qu’ils jouent un rôle important dans le 

développement des cellules embryogènes en embryons somatiques (Mazri et al., 2011). En 

effet, l’inclusion des hormones consiste normalement à des combinaisons auxines-

cytokinines similaires à celles de l’induction mais avec des concentrations réduites puisque 

les fortes concentrations peuvent altérer le mode d’embryogenèse provoquant une perte du 

potentiel de régénération (Sánchez-Romero, 2019). 

Isleem et Sadder (2005) indiquent que le cal d’olivier peut se multiplier sur le 

milieu OM de base même en absence de régulateurs de croissance bien que cette capacité 

dépend directement du contenu quantitatif et qualitatif hormonal endogène de l’explant. 

Cette observation concorde avec notre cas car les cals des trois lignées ont gardé une 
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certaine prolifération même en absence d’hormones notamment en culture liquide (Figure 

3) caractérisée par une disponibilité des éléments nutritifs meilleure que sur milieu solide 

(Neumann et al., 2009). 

Cependant, la majorité des travaux en relation avec la multiplication des cals issus 

de divers types d’explants mentionnent l’addition d’une balance hormonale dans le milieu 

de prolifération. En effet, Lavee et Messer (1969) indiquent que les cals du cultivar 

‘Manzanillo’ prolifèrent mieux en présence du minimum d’AIB notamment en 

combinaison avec une forte concentration de Kinétine aboutissant à plus de 0.4 g 

d’accroissement par rapport à 0.02 g en absence d’hormones. De même, la réduction de la 

concentration de l’AIB ou ANA en plus de la Zéatine et BAP dans le milieu OM a permis 

d’améliorer significativement la croissance des cals obtenus à partir d’embryons 

zygotiques des cultivars ‘Moraiolo’, ‘Frantoio’ et ‘Dolce Agogia’ (Rugini, 1988) et ceux 

des cotylédons des cultivars ‘Tanche’ et ‘Picual’ (Cañas et Benbadis, 1988). En outre, la 

combinaison hormonale contenant moins d’auxine (AIB) et riche en cytokinine (2iP et 

AIB) est largement utilisée pour la prolifération des cals induits à partir de radicules et 

cotylédons (Pérez-Barranco et al., 2007 et 2009 ; Cerezo et al., 2011 ; Mazri et al., 2011 et 

2012 ; Bradaï et al., 2016b ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020) et même de feuilles et 

pétioles de plusieurs cultivars (Rugini et Caricato, 1995 ; Mazri et al., 2013 ; Toufik et al., 

2014). 

Nos résultats d’accroissement du poids frais des cals des trois lignées rejoignent ces 

observations de l’effet bénéfique d’une balance hormonale contenant l’AIB comme auxine 

et riche en cytokinine (Zéatine et BAP) sur la prolifération cellulaire notamment en milieu 

liquide par rapport aux autres balances hormonales testées. Toutefois, l’effet de la balance 

additionnée dépend directement de sa composition du fait qu’en présence d’AIB la Zéatine 

permet une bonne prolifération du cal des différentes lignées en comparaison avec le TDZ 

alors qu’en présence de l’ANA l’effet s’inverse particulièrement pour la lignée C3 (Figure 

3). 

Nos observations corroborent avec ceux de Hegazi et al. (2017) indiquant 

l’existence d’une relation entre l’auxine et la cytokinine utilisées lors de la prolifération 

des cals de radicules et cotylédons du cultivar ‘Coratina’. Ces auteurs ont obtenu les 

meilleurs poids frais des cals lorsque l’AIB ou l’ANA étaient en combinaison avec le TDZ 

alors que le 2,4-D réagit mieux en présence du 2iP. De même, nos résultats confirment 
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ceux de Mencuccini et al. (1991) et Shibli et al. (2001) indiquant que le maintien des cals 

des pétioles et racines des vitrosemis d’olivier respectivement en présence du TDZ avec 

l’ANA permet le développement de cal volumineux. 

1.2.1.3. Effet de la concentration du saccharose 

La source du carbone affecte non seulement l’induction de cal mais aussi leur 

prolifération cellulaire par la suite. Chez plusieurs espèces y compris l’olivier, le 

saccharose était souvent utilisé durant tout le processus de l’embryogenèse somatique 

(Brhadda et al., 2008). Toutefois, peu d’études sont réalisées sur l’influence de ce sucre sur 

la prolifération des cals d’olivier durant leur maintien après induction. 

En effet, l’augmentation de la concentration du saccharose stimule la callogenèse 

même en absence d’hormones (Grossoni, 1979). De plus, Shibli et al. (2001) indiquent que 

le doublement de la concentration du saccharose de 30 à 60 g l-1 dans le milieu de culture 

améliore significativement le nombre d’embryons produits par les cals du cultivar ‘Nabali’ 

alors qu’une concentration trop élevée affecte négativement l’expression embryogène chez 

les cals. De même, 30 à 40 de saccharose permet une bonne prolifération et production 

d’ES des cals du cultivar ‘Chetoui’ (Trabelsi et al., 2003). Selon ces auteurs, le saccharose 

influence indirectement l’embryogenèse secondaire par l’induction des cellules non-

embryogènes. Cependant, Brhadda et al. (2008) ont observé que l’augmentation de la 

concentration du sucre au-delà de 30 g l-1 améliore la callogenèse mais pas l’expression 

embryogène. Par conséquent, la majorité des études indiquent l’addition de 20 à 30 g l-1 de 

saccharose au milieu ECO pour la prolifération des cals des radicules (Cerezo et al., 2011 ; 

Mazri et al., 2011 et 2012 ; Hegazi et al., 2017 ; Toufik et al., 2017 ; Pires et al., 2020), de 

cotylédons (Mazri et al., 2011 et 2012) ainsi que les feuilles et pétioles (Mazri et al., 2013 ; 

Oulbi et al., 2018) de plusieurs cultivars d’olivier. 

Récemment, Bradaï et al. (2023) indiquent qu’une préculture en présence du 

saccharose notamment en milieu liquide améliore non seulement la prolifération du cal 

embryogène mais aussi la récupération des lignées cellulaires après cryoconservation suite 

à l’accumulation du sucre dans les cellules des embryons somatiques. 

Nos résultats confirment ces observations du fait que le doublement de la 

concentration du saccharose permet d’augmenter proportionnellement l’accroissement du 
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poids frais des cals quoique une dose dépassant 20 ou 30 g l-1 n’améliore pas 

significativement la prolifération cellulaire des lignées mais favorise beaucoup plus 

l’apparition d’ES plus matures (cotylédonaires) tout en réduisant le degré de nécrose des 

cultures notamment en suspension (Figure 4, Planche 16). 

1.2.1.4. Effet de l’addition du charbon actif (CA) 

L’addition du charbon actif au milieu de culture des tissus permet d’améliorer la 

croissance et développement cellulaires de plusieurs espèces (Thomas, 2008) 

principalement via la réduction du brunissement des explants suite à l’adsorption des 

substances inhibitrices principalement les composés phénoliques libérées par les cultures 

dans le milieu tout en améliorant la fréquence d’organogenèse (Merkle et al., 1995 ; Kaur 

et al., 2018). 

Chez l’olivier, le CA est souvent utilisé durant la phase de maturation des ES pour 

diminuer les effets des auxines résiduelles (Pérez-Barranco et al., 2007) quoique l’addition 

du CA durant le processus améliore significativement l’obtention de cals embryogènes 

(Maalej et al., 2002) avec un effet bénéfique sur l’entretien de leur  capacité embryogène 

(Benelli et al., 2001). En effet, Pérez-Barranco et al. (2007) indiquent que la culture du cal 

des radicules du cultivar ‘Picual’ sur un milieu ECO contenant 1 g l-1 du CA provoque un 

changement radical dans son mode de multiplication d’une prolifération cellulaire cyclique 

avec formation d’ES à des stages de développement primaires (globules) vers la production 

d’ES blanc-opaques à des stades de développement avancés qui peuvent même germer sur 

le milieu comme un signe d’une forte embryogenèse somatique secondaire (Rugini et 

Silvestri, 2016). De même, Benelli et al. (2001) ont trouvé que les lignées embryogènes du 

cultivar ‘Canino’ cultivées sur un milieu OMc additionné de 0.1% charbon actif sont moins 

brunies et capables de différencier des embryons à des stades de développement avancés. 

De ce fait, l’effet du CA sur le processus semble être qualitatif que quantitatif 

puisque Benzekri et Sánchez-Romero (2012) indiquent que l’étalement de masses 

embryogènes du cal du cultivar ‘Picual’ sur un milieu ECO additionné de CA à 1 g l-1 

n’affecte pas le nombre total d’ES produits mais améliore significativement leur capacité 

germinative par la suite. De plus, Mazri et al. (2013) considèrent que l’addition du CA au 

milieu ECO dépourvu d’hormones n’est pas significativement adéquate à la prolifération 
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des cals des feuilles du cultivar ‘Dahbia’ en dépit de la néoformation de bourgeons sur les 

masses cellulaires. 

Nos résultats corroborent en partie avec ces observations. En effet, l’incorporation 

du charbon actif dans notre cas au milieu ECO additionné d’hormones améliore 

significativement la prolifération des cals des trois lignées testées notamment en culture 

liquide (Figure 5). Cet effet bénéfique peut être en relation avec la présence des régulateurs 

de croissance qui n’ont pas été ajoutés dans le cas de Mazri et al. (2013). De plus, en 

présence du CA ; le brunissement des masses cellulaires est nettement réduit en plus de 

l’apparition d’ES blanc-opaques bien structurés à des stades de développement très 

avancés (Cotylédonaires) confirmant ainsi l’effet qualitatif du CA sur le processus 

(Planche 17). 

1.2.1.5. Effet de la durée d’incubation des cultures 

L’établissement d’une culture embryogène compétente chez l’olivier nécessite un 

temps considérable notamment son maintien en prolifération continue (Bradaï et al., 

2016b) dont la durée et la fréquence des repiquages peuvent avoir des effets importants sur 

la capacité embryogène (Sánchez-Romero, 2019). En effet, la durée d’incubation des 

masses cellulaires en culture avant de les transférer sur un nouveau milieu est déterminée 

par plusieurs paramètres liés au cal tels que sa croissance cellulaire ainsi qu’aux conditions 

de culture notamment l’épuisement du milieu. 

Afin d’éviter le brunissement induit par l’accumulation des exsudats phénoliques, 

Shibli et al. (2001) repiquent les cals du cultivar ‘Nabali’ chaque trois semaines sur un 

milieu MS solide additionné d’ANA en combinaison avec le 2,4-D et BAP. Ces auteurs 

indiquent que l’accroissement du poids frais augmente proportionnellement avec la durée 

d’incubation des cultures et avec les repiquages successifs notamment chez les cals issus 

des racines. Toutefois, après 2 à 3 sub-cultures (6-9 semaines) l’accroissement du poids 

frais tend à se stabiliser avec une réduction significative du nombre d’embryons isolés. De 

même, Pérez-Barranco et al. (2009),  Cerezo et al. (2011) et Bradaï et al. (2016b) 

suggèrent 4 à 6 semaines pour le transfert des cals des radicules du cultivar ‘Picual’ sur le 

milieu ECO solide pour réduire le brunissement des masses cellulaires tout en gardant un 

accroissement du poids frais plus ou moins stable avec une formation continue des 

structures embryogènes. De plus, Trabelsi et al. (2003) indiquent que 4 à 5 semaines est la 
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meilleure durée pour une bonne prolifération et production d’embryons somatiques à partir 

de cals de cotylédons des cultivars ‘Chetoui’, ‘Chemleli’ et ‘Arbequina’ sur le milieu OMc 

additionné d’AIB et 2iP. Récemment, Pires et al. (2020) ont observé une augmentation 

significative du nombre d’ES produits par les cals des radicules du cultivar ‘Galega 

Vulgar’ avec la durée de culture sur le milieu ECO solide quoique après 4 mois (16 

semaines) une forte réduction de l’expression embryogène des cals est remarquée. Pour 

rétablir cette perte de la capacité embryogène ; ces auteurs préconisent de passer les cals 

pendant un mois sur le milieu OMc d’induction ensuite les remettre sur le milieu ECO. Au 

bout du 3ème mois de culture, les cals ont montré un rétablissement de leur capacité à 

produire plus d’ES. 

Nos résultats concordent parfaitement avec ces observations puisque les cals des 

trois lignées testées présentent une augmentation proportionnelle de leur accroissement du 

poids frais avec la durée de culture avec une stabilité après 6 à 10 semaines d’incubation 

(Figure 6 A) néanmoins à partir de 6 à 8 semaines la vitesse de prolifération des lignées 

diminue (Figure 6 C) suite au début de brunissement des cultures qui, toutefois, gardent 

leur capacité à former des structures embryogènes à des stades de développement avancés 

(Planche 18). 

Selon Trabelsi et al. (2011) les cultures en suspension sont soumises aux 

oxydations phénoliques dès les premiers jours causant ainsi leur brunissement rapide. 

Cependant, à partir de la deuxième semaine la croissance reprend avec une faible division 

cellulaire particulièrement en présence d’hormones. De ce fait, Rugini et Caricato (1995) 

ont maintenu les cals issus des pétioles des cultivars ‘Canino’ et ‘Moraiolo’ par des 

repiquages chaque 3 semaines sur le milieu OMe liquide additionné d’hormones afin 

d’éviter la nécrose des tissus. De même, Pérez-Barranco et al. (2007 et 2009) et Cerezo et 

al. (2011) indiquent que le cal embryogène issus des radicules du cultivar ‘Picual’ tolère 

bien des périodes de culture en milieu liquide sous agitation pendant 3 à 4 semaines 

favorisant la formation de petits embryons globulaires libres avec un accroissement plus 

élevé (0.9 g) par rapport à la culture sur milieu solide (0.5 à 0.6 g). 

Nos résultats confirment ces observations. Dans notre cas, toutes les lignées testées 

prolifèrent mieux en culture liquide que sur milieu solide (Figure 6 A et B). Néanmoins, 

des durées de culture dépassant 3 à 4 semaines n’améliorent pas vraiment l’accroissement 

du poids frais mais provoquent au contraire un brunissement des masses cellulaires 
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(Planche 19) avec une forte diminution de la vitesse d’accroissement du poids frais (Figure 

6 D). 

La majorité des études indiquent que le maintien continu des cals d’olivier sur le 

milieu de prolifération notamment solide induit une diminution graduelle de leur potentiel 

embryogène (Bradaï et al., 2016b ; Pires et al., 2020) en plus de l’apparition de variations 

phénotypiques et génétiques chez les plantes qui en dérivent (Bradaï et al., 2016a ; Bradaï 

et al., 2019). Selon Bhojwani et Razdan (1996), Litz et al. (2005) et Von Arnold (2008) les 

cultures cellulaires embryogènes prolongées montrent des variations de croissance, une 

diminution de la qualité embryonnaire et une perte progressive du potentiel embryogène 

ainsi qu’un changement du mode de prolifération qui se traduit par une réduction 

significative du potentiel de régénération (Bradaï et al., 2016b ; Sánchez-Romero, 2018). 

Cette perte de potentiel embryogène est généralement corrélée à une altération de 

l’équilibre hormonal endogène, une modification de la sensibilité aux auxines exogènes 

appliquées (Bhojwani et Razdan, 1996). 

1.2.2. Différenciation et maturation des embryons somatiques 

Malgré que la conversion des embryons somatiques en plantules n’exigent pas une 

phase de maturation rigoureuse (Sánchez-Romero, 2018 ; Pires et al., 2020) ; la 

différenciation des embryons somatiques lors de cette étape est significativement 

influencée par plusieurs facteurs notamment ceux liés au matériel végétal tels que le 

génotype, l’origine et l’âge de la culture (Mazri et al., 2012 ; Bradaï et al., 2016b ; 

Sánchez-Romero, 2019) mais aussi les conditions de culture (Cerezo et al., 2011 ; 

Benzekri et Sánchez-Romero, 2012 ; Mazri et al., 2020) impliquées dans les changements 

morphologiques et biochimiques incluant la déposition de protéines de réserves, répression 

de germination et acquisition d’une tolérance à la dessiccation (Braybrook et Harada, 

2008). 

Après 8 semaines de maturation sur un milieu ECO solide sans hormones et 

additionné de 1 g l-1 de CA, Cerezo et al. (2011) indiquent que 49 à 57% des pro-embryons 

des cals de radicules du cultivar ‘Picual’ développent en moyenne 1.7 à 2.2 embryons 

matures en plus d’environ de 6% des embryons se nécrosent. De même, Bradaï et al. 

(2016b) ont observé que l’efficience de la maturation diminue significativement chez les 

lignées âgées en plus d’un déclin du nombre et de la qualité des embryons par rapport aux 
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lignées jeunes. En outre, à partir d’un pro-embryon, les cultures âgées produisent en 

moyenne jusqu’à 3 embryons matures généralement de petite taille alors que les jeunes 

lignées produisent plus de 5 ES matures de grande taille. Ces mêmes conditions ont permet 

à Narváez et al. (2019) d’obtenir plus de 59% de maturation chez les embryons globulaires 

d’oléastre. De plus, à partir des cals de radicules des cultivars ‘Dahbia’ et ‘Arbequina’, 

Mazri et al. (2012) ont observé une augmentation de la taille des ES matures produits après 

chaque maturation sur le milieu ECO suivant la prolifération de cals. Récemment, Mazri et 

al. (2020) ont trouvé que l’addition d’hormones au milieu de maturation ECO induit une 

embryogenèse secondaire et améliorer le nombre d’ES matures récupérés à partir 

d’embryons globulaires du cultivar ‘Dahbia’. 

Ces observations corroborent en partie nos résultats particulièrement pour les 

lignées C2 et C3 ont montré 44 et 48% de pro-embryons en maturation ayant produit 

toutefois entre 1.3 et 2.6 embryons matures respectivement avec 7.4% d’explants nécrosés 

(Tableau 7). Néanmoins, la lignée C1 a présenté une faible capacité de maturation (11.1%) 

et une forte prolifération (74.1%) par rapport aux deux autres lignées évaluées. Selon 

Rugini et al. (2005) certains pro-embryons sur le milieu de maturation présentent une 

nécrose marquée ou une prolifération cellulaire sans induire aucune différenciation 

morphogénique. 

Dans notre cas, après deux mois en culture ; un pro-embryon mis en maturation 

produit souvent plus de un embryon mature particulièrement chez les lignées C2 et C3 

(Planche 21 d-e et f). Nos résultats confirment ceux de plusieurs auteurs indiquant qu’un 

embryon somatique au stade globulaire ou cordiforme est considérée comme une structure 

pro-embryonnaire qui peut continuer sa maturation normalement pour se développer vers 

un stade bipolaire (Torpide) rattaché aux tissus via sa partie radiculaire à l’aide d’un 

suspenseur (Lambardi et al., 1999a ; Brhadda et al., 2007) facilement séparable au stade 

cotylédonaire parfait (Benelli et al., 2001 ; Toufik et al., 2014) ou générer plus d’un ES par 

embryogenèse somatique secondaire (Mazri et al., 2020) vu la présence de primordia d’ES 

localisées dans sa couche épidermique ou sub-épidermique (Benelli et al., 2001 ; Peyvandi 

et al., 2001 et 2008 ; Capelo et al., 2010). 

Par conséquent, les embryons somatiques bien développés de couleur blanchâtre 

avec une surface lisse peuvent se former séparément ou groupés en cluster de plusieurs 
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embryons (Rugini et Caricato, 1995 ; Shibli et al., 2001 ; Brhadda et al., 2003a ; Toufik et 

al., 2014 ; Sánchez-Romero, 2018). 

Certaines formes de fusion de plusieurs embryons ensembles notamment leurs 

bases (Planche 20 g et h et Planche 21 k) ou la présence de plus de deux cotylédons 

(Planches 9 et 11) sont observées. En effet, telles anomalies morphologiques notamment la 

fusion des ES sont souvent signalées par plusieurs auteurs (Benelli et al., 2001 ; Peyvandi 

et al., 2008). Rugini et Caricato (1995) mentionnent la fusion des bases des embryons 

somatique des cultivars ‘Canino’ et ‘Moraiolo’ formant des tératomes capables de germer 

et donner des plantules. De même, Trabelsi et al. (2003) ont observé des embryons 

somatiques avec plusieurs cotylédons chez les cals des cotylédons du cultivar ‘Chetoui’. 

En revanche, ces malformations sont en relation directe avec l’embryogenèse somatique 

secondaire observée même chez les ES au stade de développement avancé ‘cotylédonaire’ 

(Lambardi et al., 1999a ; Brhadda et al., 2003a ; Peyvandi et al., 2008). 

1.3. Germination des embryons somatiques et régénération de plantules 

La germination des embryons somatiques est réalisée sur des milieux ressemblent à 

ceux utilisés pour les embryons zygotiques souvent à base des formulations chimiques du 

OM et MS solide ou liquide et caractérisés par une concentration réduite en sels minéraux 

(Sánchez-Romero, 2019) et généralement dépourvus d’hormones (Toufik et al., 2017). 

Toutefois, les faibles taux de conversion restant le grand obstacle du processus (Rugini et 

al., 2005 ; Palomo-Ríos et al., 2021) sont principalement dus à des déficiences dans la 

phase du développement embryonnaire induisant des anomalies morphologiques ou des 

déficiences d’accumulation de produits de réserve (Merkle et al., 1995 ; Sánchez-Romero, 

2018). Cette mauvaise qualité des ES peut être induite par les conditions de culture mais 

aussi par le génotype (Bradaï et al., 2016b). 

a. Entrée en germination et émergence racinaire 

Selon Rugini (1988) la germination et le développement des plantules à partir d’ES 

d’olivier est plus rapide sur le milieu OM que MS. De même, Rugini et Caricato (1995) 

indiquent que les ES issus des pétioles des cultivars ‘Canino’ et ‘Moraiolo’ germent après 

1 à 2 semaines sur le milieu OM avec augmentation de leur taille et verdissement dès les 

premiers jours d’incubation et donnent des plantules de 2 à 3 nœuds au bout d’un mois de 
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leur mise en culture. De plus, Toufik et al. (2017) ont observé un verdissement des ES dès 

les premiers jours avec une augmentation du volume notamment des cotylédons suivie du 

développement de la racine à partir de la 2ème semaine de culture sur ECO qui est à base de 

la composition chimique du milieu OMe. Toutefois, sur un milieu ½ MS solide sans 

hormones, Orinos et Mitrakos (1991) indiquent une germination des ES de radicules 

d’oléastre après 10 à 15 jours produisant des plantules avec 8 à 10 feuilles après plus de 

sept semaines de culture. De même, Shibli et al. (2001) ont observé les premières feuilles 

après plus de 2 semaines de culture des embryons des racines du cultivar ‘Nabali’ sur MS 

sans hormones. 

Ces observations concordent en partie avec nos résultats indiquant un verdissement 

et un gonflement des ES dès la première semaine de culture (Planche 22 b et c) suivis de 

l’élongation de la racine dès la 2ème semaine ainsi qu’une entrée en germination des ES 

plus rapide sur le milieu OM (2 à 3 semaines) par rapport au milieu MS (plus de 3 

semaines) en absence d’hormones tandis que l’addition des régulateurs de croissance 

permet une légère accélération du processus de la germination des ES (Tableau 8, Planche 

22 a). 

b. Taux de germination et développement des plants 

Plusieurs travaux mentionnent des taux de germination d’ES souvent faibles 

quoiqu’ils diffèrent suivant les conditions de culture, génotypes ainsi que la qualité des 

embryons utilisés. 

En effet, sur un milieu ½ MS, Jafarzadeh-Bajestani et al. (2011) ont obtenu moins 

de 6% de germination chez les ES des radicules du cultivar ‘Zard’ n’ayant pas passés une 

phase de maturation alors qu’une dessiccation des ES pendant trois jours permet 

d’améliorer la régénération à près de 50% avec formation de plantules enracinées et 

portant 6 à 8 feuilles. De même, Benzekri et Sánchez-Romero (2012) ont trouvé qu’une 

maturation des ES du cultivar ‘Picual’ sur un milieu additionné du charbon actif et gélifié 

avec 9 à 12 g l-1 de Phytagel induit une bonne dessiccation des embryons générés et permet 

une nette amélioration de leur germination sur le milieu de Clavero-Ramírez et Pliego-

Alfaro (1990) consistant en MS sans hormones et dont les macroéléments sont réduits à ⅓ 

en plus de 10 g l-1 de sucre. Ces auteurs ont obtenu entre 30 et 60 % de germination après 

six semaines de culture. Additivement, en présence de 3 g l-1 de Phytagel Cerezo et al. 
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(2011) ont obtenu 12.5% de germination d’ES du cultivar ‘Picual’ après 12 semaines alors 

que plus de 50% des embryons forment des cals. Néanmoins, l’étalement des ES sur une 

membrane semi-perméable d’acétate de cellulose durant le premier mois de maturation 

permet une adéquate déshydratation et une bonne structuration aboutissant à une 

amélioration significative de la germination et de la qualité des plants portant une racine et 

6 à 8 feuilles. Ces conditions ont permis à Narváez et al. (2019) d’avoir plus de 35% de 

germination chez les ES d’oléastre. De plus, sur ⅓ MS sans hormones Hegazi et al. (2017) 

ont obtenu moins de 13% de germination des ES du cultivar ‘Coratina’. 

Nos résultats obtenus sur le milieu MS solide sont relativement proches de ces 

observations puisque 25% des ES uniquement ont germé en absence d’hormones alors que 

la germination est fortement réduite sur milieu MS liquide où moins de 19% de 

germination est obtenue. En outre, la faible faculté germinative observée dans cette étude 

est probablement due au fait que les embryons sont utilisés directement après leur 

maturation sans subir une dessiccation permettant la synchronisation de la germination des 

ES ou à cause d’un manque d’imbibition particulièrement en culture liquide (Merkle et al., 

1995). 

En revanche, malgré que la germination des ES est réalisée en absence d’hormones 

dans la majorité des études ; Rugini (1995) recommande l’addition de 2 mg l-1 de Zéatine 

au milieu MS solide pour booster la germination des ES. De même, Trabelsi et al. (2003) 

et Brhadda et al. (2003a, 2007 et 2008) affirment que les ES des cotylédons des cultivars 

‘Chetoui’, ‘Chemlali’ et ‘Arbequina’ ainsi que ‘Picholine Marocaine’ germent plus 

facilement respectivement sur le milieu OM et MS avec 0.5 mg l-1 de Zéatine et donnent 

des plantules enracinées avec de 2 à 4 feuilles alors qu’un milieu dépourvu d’hormones et 

riche en sucre induit plus de prolifération chez les ES. Dans notre cas, la présence d’une 

combinaison de la BAP avec l’AIB particulièrement en milieu OM solide améliore 

légèrement la germination des ES mais beaucoup plus le développement des plantules 

obtenues alors que l’inverse se produit en culture liquide où l’addition d’hormones 

réduisent faiblement la conversion à partir des ES. Par conséquent, l’inclusion des 

hormones notamment les cytokinines dans le milieu de germination est directement 

déterminée par le degré de maturité des ES (Merkle et al., 1995). Dans ce sens, Bradaï et 

al. (2016b) soulignent que les ES blanc-opaques bien structurés (bipolaires ou 

cotylédonaires) germent facilement (100%) sur MS sans hormones contrairement aux 
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embryons moins développés (globulaires) dont la germination varie entre 30 et 70%. Ces 

observations sont confirmées par Toufik et al. (2017) indiquant que la présence de 

régulateurs de croissance notamment de la Zéatine dans le milieu OMe n’est pas 

indispensable pour la germination des ES globulaires du cultivar ‘Dahbia’ et peut même 

inhiber l’émergence de leurs racines tandis que l’utilisation d’embryons cotylédonaires 

bien structurés permet environ 25% de germination produisant des plantules bien 

enracinées avec 2 à 6 feuilles après 8 à 12 semaines. De même, Pires et al. (2020) ont 

obtenu 60% de germination des ES cotylédonaires et issus des radicules du cultivar 

‘Galega Vulgar’ après 12 semaines de culture sur un milieu OMc sans hormones 

produisant des plantules normales avec des racines et une partie aérienne bien développée 

comportant plusieurs feuilles. Récemment, Mazri et al. (2020) ont démontré l’effet du type 

des régulateurs de croissance ainsi que leur combinaison sur la germination des ES des 

radicules du cultivar ‘Dahbia’ sur ½ OM. En outre, l’addition de l’ANA avec GA3 permet 

40 à 45% de conversion tandis que la Zéatine seule inhibe la germination et provoque une 

forte nécrose des explants et ce quelque soit sa concentration. 

c. Régénération et acclimatation des plantules après germination des ES 

Au cours de cette étude, des plantules sans anomalies phénotypiques et possédant 

plusieurs feuilles bien développées et des racines très longues plus ou moins ramifiées sont 

obtenues à partir d’embryons somatiques d’olivier après plus de huit semaines de culture. 

Chez l’olivier, la majorité des études montrent qu’un embryon somatique individualisé 

génère un seul plant après sa germination toutefois Bradaï et al. (2016b) et Hegazi et al. 

(2017) indiquent qu’il est possible d’avoir plus d’une pousse à partir d’un seul embryon 

somatique germé sur lequel une callogenèse basale se développe. De même, Mazri et al. 

(2020) ont observé la formation de bourgeons adventifs et d’embryons secondaires sur les 

cals développés à la partie radiculaire des embryons notamment en présence d’hormones. 

La séparation et le repiquage de ces néoformations sur un milieu neuf permet leur 

développement en plantules. 

Dan notre cas, chaque ES germé produit un plant dont les parties caulinaire et 

racinaire sont bien distincte (Planche 22 d et j) quoique les embryons cultivés en présence 

d’hormones développent un cal à la zone basale en contact avec le milieu notamment 

solide toutefois sans formation de bourgeons ou d’embryogenèse secondaire. 
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Plusieurs travaux affirment que les plantules régénérées par embryogenèse 

somatique présentent un phénotype stable et similaire à celui des plantes mères (Brhadda et 

al., 2003a et 2008) produites par microbouturage (Shibli et al., 2001) et par méthodes 

conventionnelles de propagation (Leva et al., 1995). De plus, en dépit de leur fragilité, ces 

vitroplants s’acclimatent facilement aux conditions naturelles et montrent une croissance 

normale sous serre (Brhadda et al., 2007 ; Pires et al., 2020) et un bon développement 

après transfert sur champ (Leva et al., 1995 ; Leva, 2009). Toutefois, Leva (2009) et 

Bradaï et al. (2016a) indiquent l’apparition de plusieurs variations morphologiques et 

structurelles chez les plantes issues des ES de lignées cellulaires maintenues durant une 

longue période en prolifération quoique leur développement in vitro après germination 

apparaît identique à celui des vitrosemis issus des embryons zygotiques (Bradaï et al., 

2016b). De même, Bradaï et Sánchez-Romero (2021a) indiquent que les embryons 

somatiques du cultivar ‘Picual’ issus après un long séjour in vitro génèrent après 12 

semaines des plantules de petite taille variant entre 0.9 et 1.2 cm mais avec des racines qui 

peuvent dépasser 3 cm de longueur. 

Dans notre cas, les plantes régénérées malgré leur taille réduite notamment en 

absence d’hormones ont montré un phénotype normal (phyllotaxie, forme de feuilles, etc.) 

sans aucune anomalie morphologique durant la culture in vitro (Planche 22 j) ainsi qu’une 

acclimatation plus ou moins facile notamment chez les vitroplants bien développés 

(Planche 22 k et l). 

1.4. Micropropagation et acclimatation des plantules régénérées 

Les plants issus de la germination des ES peuvent être directement acclimatés aux 

conditions naturelles mais aussi multipliés et enracinés d’une manière identique à celle des 

pousses obtenues par microbouturage (Bradaï et al., 2016b). Toutefois, la multiplication in 

vitro des plantules régénérées par embryogenèse somatique est peu pratiquée du fait que la 

majorité des études décrivent l’acclimatation des plants directement après germination. En 

effet, le milieu DKW (Driver et Kuniyuki, 1984) modifié par Revilla et al. (1996) 

additionné d’une balance hormonale plus riche en cytokinine est souvent utilisé malgré que 

la formulation chimique du milieu OM (Rugini, 1984) est fréquemment employée pour la 

micropropagation de plusieurs cultivars d’olivier (Vidoy-Mercado et al., 2012 ; Lambardi 

et al., 2013) vu sa richesse nutritive notamment en micro-élements (Rugini et al., 2020). 
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a. Débourrement des microboutures et développement des pousses obtenues 

La capacité de multiplication des cultures in vitro est déterminée par le nombre et la 

taille des pousses produites à partir de chaque microbouture. De plus, cette capacité est 

fortement dépendante du génotype mais influencée beaucoup plus par les conditions de 

culture notamment la présence des régulateurs de croissance. Pérez-Barranco et al. (2009) 

et Cerezo et al. (2011) indiquent que les microboutures prélevées après germination des ES 

du cultivar ‘Picual’ présentent près 25% de réactivité après 12 semaines de culture sur le 

milieu DKW additionné de 1 mg l-1 BAP et 0.01 mg l-1 AIB avec le débourrement des 2 

bourgeons dont la hauteur moyenne des pousses obtenues varie entre 0.72 et 1.38 cm. Sous 

les mêmes conditions, Bradaï et al. (2016b) ont démontré que la multiplication des 

plantules issues de la germination des ES est significativement influencée par le génotype 

(lignée de cal) et l’âge de la culture. Ces auteurs ont obtenu plus de bourgeons axillaires 

débourrés produisant des pousses vigoureuses atteignant 7 cm de taille à partir de jeunes 

cultures alors que moins de bourgeons réactifs chez les lignées âgées donnant de petites 

pousses. 

Ces observations corroborent avec nos résultats puisque les deux lignées utilisées 

ayant de moins de trois ans présentent une réactivité significativement différente sur un 

milieu DKW additionné de BAP et AIB avec près de 2 bourgeons réactifs par 

microboutures générant des pousses dépassant 3 cm de taille avec plusieurs feuilles 

cependant après 8 semaines de culture sans renouvellement du milieu de multiplication 

(Tableau 9, Planche 20). 

Récemment, Narváez et al. (2018) ont évalué le développement in vitro des 

boutures bi-nodales prélevées de plantules régénérées après transformation génétique sur 

un milieu RP consistant en DKW modifié par Roussos et Pontikis (2002) et additionné de 

Zéatine. Après 8 semaines, les explants génèrent en moyenne deux pousses axillaires 

d’environ 5 cm de long portant 8 à 10 feuilles. Ces résultats concordent parfaitement avec 

notre cas où la présence de la Zéatine s’est avérée plus efficace que la BAP pour le 

débourrement (100%) et développement des pousses ayant 4 à 5 cm de long et 8 feuilles en 

moyenne et ce indépendamment de la lignée du cal ou de la composition chimique du 

milieu (Tableau 9 et 9). En revanche, nos résultats concordent aussi avec les résultats 

obtenus par plusieurs auteurs sur l’effet bénéfique de la Zéatine ainsi que la formulation 



                                                                                                                Partie IV. Discussion 

158 
 

chimique du milieu OM sur la stimulation rapide des bourgeons axillaires lors de la 

multiplication in vitro de plusieurs variétés (Lambardi et al., 2013 ; Rugini et al., 2020). 

b. Callogenèse basale et enracinement des microboutures 

Dans cette étude, les microboutures introduites sur des milieux solides notamment 

additionnés de régulateurs de croissance produisent des cals verdâtres de différentes tailles 

sur lesquels des racines se développent. Nos observations confirment celles de Pérez-

Barranco et al. (2009), Cerezo et al. (2011) et Bradaï et al. (2016b) indiquant la formation 

d’un cal verdâtre plus ou moins large à la base des microboutures des ES du cultivar 

‘Picual’ après 12 semaines de culture sur le milieu DKW en présence d’hormones, 

accompagnée souvent de l’émission d’une ou plusieurs racines. Cependant, en suivant la 

méthode de Revilla et al. (1996) ; le transfert de pousses bien développées (1.5 cm) en 

présence d’AIB seule permet une apparition de racines après 8 à 10 jours sur de petits cals 

avec formation de 2 à 3 racines suivant la lignée de cal. Ces résultats corroborent en partie 

avec notre cas où les racines apparaissent après plus de 3 semaines de l’initiation des 

cultures (Tableau 10, Planche 20) et après 9 à 12 jours du débourrement des boutures ayant 

générées des pousses assez développées (1.7 à 3.1 cm) avec plusieurs feuilles (2.7 à 3.4) 

(Tableau 9, Planche 20). Selon Bhojwani et Razdan (1996) les pousses ont besoin 

d’atteindre une taille minimale pour s’enraciner facilement du fait que les petites plantes 

peuvent ne pas survivre lors de l’acclimatation. 

En effet, l’enracinement de l’olivier in vitro peut se faire en une phase par 

l’utilisation de pousses allongées sur un milieu avec auxine généralement l’AIB ou l’ANA 

(Revilla et al., 1996) ou en deux étapes impliquant une induction racinaire pendant 2 

semaines en présence d’auxine particulièrement l’AIB suivie d’un transfert en absence 

d’hormones pour l’élongation des racines induites (Cañas et al., 1987). Selon Sánchez-

Romero (2018) l’enracinement des pousses assez développées issus des ES peut être 

réalisé sur un milieu DKW additionné d’AIB pendant une semaine sous obscurité suivi 

d’un transfert en  conditions de photopériode. 

Toutefois, nos résultats démontrent la possibilité d’avoir un bon développement de 

pousses avec enracinement acceptable (Tableau 9 et 10, Planche 20) en une seule phase de 

culture sur un milieu contenant une balance hormonale riche en cytokinine qu’en auxine ce 

qui confirme l’importance du génotype (cultivar et lignée cellulaire) et de la composition 
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chimique du milieu dans la réussite de la technique à produire des plants aptes à passer en 

acclimatation. De plus, le choix d’une combinaison hormonale adéquate reste un élément 

fondamental dans le développement et l’enracinement des plantules. 

2. Variation somaclonale par le filtrat de la culture de Verticillium dahliae Kleb. 

La variation somaclonale peut être une source très importante pour augmenter la 

variabilité génétique existante chez l’olivier. Cependant, jusqu’à ce jour peu d’études sur 

l’induction de variants somaclonaux sont réalisées chez cette espèce (Rugini et Gutiérrez-

Pesce, 2006). Plusieurs facteurs peuvent influencer le succès de l’induction de la variation 

somaclonale, généralement liés à l’espèce (génotype, explant, etc.), à l’agent inducteur 

(composition, concentration, etc.) ainsi qu’aux conditions d’induction (durée du traitement, 

type et composition chimique du milieu de sélection, etc.). 

Dans notre étude, le filtrat brut du milieu de culture de deux souches de Verticillium 

dahliae Kleb. est utilisé comme agent sélectif pour induire des variants somaclonaux chez 

les cals embryogènes de trois lignées. La sélection est appliquée soit en milieu liquide 

pendant trois semaines avant de transférer les cals sur un milieu solide sans filtrat, ou une 

sélection continue sur milieu solide contenant différentes concentrations du filtrat par des 

repiquages successifs chaque trois semaines. En outre, le succès de l’induction de la 

variation somaclonale par sélection in vitro dépend de plusieurs facteurs relatifs au 

génotype en culture ainsi qu’à l’agent sélectif et notamment sa nature, concentration en 

plus de la méthode et la durée de la sélection appliquée (Baldoni et Rugini, 2002). 

Types de culture et de sélection 

Plusieurs types de tissus peuvent être utilisés en sélection in vitro quoique le cal 

particulièrement embryogène est le tissu le plus utilisé du fait la facilité de le produire et sa 

capacité de régénération de plantes entières. De plus, l’absence de cuticule facilite 

l’absorption de petites molécules telles que les phytotoxines (Patiño Torres, 2010). 

Néanmoins, lors de la sélection les cellules des masses callogènes ne sont pas toutes 

exposées à l’agent sélectif et ne subissent pas la même pression sélective (Neumann et al. 

2009). De ce fait, l’utilisation des cultures en suspension notamment avec des cellules plus 

isolées (suspension cellulaire, protoplastes) permet de soumettre un grand nombre de 

cellules à une sélection rigoureuse suite à un contact plus important avec l’agent sélectif 
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(Van Den Bulk, 1991 ; Bhojwani et Razdan, 1996) tandis que l’inefficacité de la sélection 

sur milieu solide peut être attribuée à la formation d’un gradient de pression de l’agent 

sélectif au sein du tissu en culture, de telle sorte que les cellules éloignées de la surface du 

milieu de culture peuvent échapper à la pression sélective et proliférer activement. Par 

conséquent, l’apparition de variations épigénétiques en sélection liquide avec des amas 

cellulaires plus friables est minime par rapport au milieu solide ou semi-solide surtout avec 

des cals plus compacts (Jayasankar, 2005 ; Msikita et al. 2006). 

Dans notre cas, les cals des trois lignées utilisées présentent une bonne friabilité 

avec de nombreuses masses embryogènes faciles à détacher rendant la pression sélective 

exercée plus efficace en suspension qu’en milieu solide. En effet, après trois semaines de 

sélection en milieu liquide la prolifération des cals des trois lignées était fortement affectée 

avec une importante nécrose même en présence d’une faible concentration du filtrat, alors 

que sur milieu solide bien que les masses embryogènes deviennent plus nécrotiques avec la 

durée de sélection ainsi que l’augmentation de la concentration du filtrat fongique ; elles 

montrent toujours une certaine prolifération cellulaire surtout dans leurs parties supérieures 

ce qui indique une adaptation à la présence du filtrat dans le milieu de sélection. 

Concentration du filtrat fongique 

Selon Gentile et al. (1992) la présence du filtrat fongique dans le milieu de 

sélection influence négativement la prolifération du cal en induisant la nécrose des amas 

cellulaires grâce à la présence de la phytotoxine et, d’autre part, par sa concentration 

modifiant la composition du milieu de culture notamment le supplément hormonal et la 

teneur en azote (Neumann et al., 2009). Selon Van Den Bulk (1991) quoique la 

prolifération cellulaire diminue avec la concentration du filtrat fongique dans le milieu de 

culture ; un repiquage sur un milieu sans filtrat permet une reprise de la capacité de 

régénération par rapport à une sélection avec une forte concentration ou un maintien 

continu avec l’agent sélectif même en faibles concentrations. Dans ce sens, Jayasankar et 

Litz (1998) indiquent que la nécrose des cultures embryogènes de la mangue après un mois 

de culture liquide augmente avec la concentration du filtrat de Colletotrichum 

gloeosporoides. Néanmoins,  certains cals reprennent facilement après un transfert sur 

milieu sans filtrat à l’exception de ceux cultivés en présence d’une forte concentration. Les 

mêmes observations sont signalées par Quaglia et Zazzerini (2007) sur le cal du tournesol 

en présence du filtrat de Diaporthe helianthi. 
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Nos résultats coïncident avec ces observations, puisque la nécrose des cals 

augmente proportionnellement avec la concentration du filtrat de Verticillium dans le 

milieu de sélection liquide ou solide. Toutefois, en présence de la concentration la plus 

élevée (60%) ; les cals ont perdu non seulement leur capacité de prolifération mais aussi la 

capacité à régénérer assez de plantes acclimatables notamment après sélection en milieu 

liquide tandis qu’en présence de 40% de filtrat, une certaine prolifération cellulaire est 

observée chez les masses cellulaires d’une apparence complètement nécrosée, à partir de 

laquelle des plantules sont régénérées et dont l’acclimatation et / ou la multiplication 

n’étaient pas possibles vu leur très faible développement. Ganesan et Jayabalan (2006) ont 

obtenu des plantes à partir de cals de cotonnier, qui étaient complètement nécrotiques après 

sélection en présence de 40 % de filtrat de Fusarium. De même, Vijaya Kumar et al. 

(2008) ont réussi à obtenir des plantes à partir de cals de carthame complètement nécrosés 

sur milieu solide en présence de 40 % de filtrat d’Alternaria carthami. 

Cet effet de la présence du filtrat fongique en milieu de sélection est déterminé par 

la concentration inhibitrice du filtrat dépendant directement de la souche du pathogène 

ainsi que de son degré de pathogénicité. En effet, Gentile et al. (1992) indiquent que les 

cals de différents agrumes sont affectés différemment par l’augmentation de la 

concentration du filtrat de Phoma tracheiphila dans le milieu solide. Dans cette étude, les 

cals des différentes lignées réagissent différemment à la présence du filtrat des deux 

souches de Verticillium dans le milieu de sélection. En effet, en milieu liquide la lignée C2 

était la plus sensible au filtrat fongique alors qu’en milieu solide la lignée C3 présentait la 

plus faible prolifération à cause d’une forte nécrose des masses cellulaires. De plus, les 

différentes lignées étaient plus sensibles au filtrat de la souche S2 indépendamment de la 

méthode de sélection appliquée. En outre, plusieurs auteurs indiquent qu’après trois 

semaines de sélection ; une concentration supérieure à 20% induit une forte nécrose et 

affecte significativement la prolifération cellulaire des cals de l’œillet (Thakur et al., 2002) 

et du petit-pois (Sharma et al., 2010) avec le filtrat de Fusarium sp. ainsi que le haricot 

(Fernández et al., 2000) en présence du filtrat de Colletotrichum sp. tandis que Ahmed et 

al. (1996) et Quaglia et Zazzerini (2007) ont constaté qu’avec une concentration supérieure 

à 30 % de filtrat fongique l’accroissement du poids frais est fortement réduit à cause d’une 

importante nécrose des amas cellulaires du blé et du tournesol respectivement. Nos 

résultats concordent en partie avec ces observations du fait que les cals en présence de 20% 

de filtrat présentent une nécrose modérée par rapport au contrôle après trois semaines en 
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milieu de sélection, alors que cet effet était beaucoup plus prononcé avec des 

concentrations plus élevées. Cependant, en milieu solide même après quinze semaines de 

sélection aucune concentration n’a inhibé complètement la croissance des cals. 

Durée de sélection 

La durée de la pression sélective ainsi que le nombre de cycles utilisés, peuvent 

affecter le succès de la sélection par filtrat ou toxines fongiques. Habituellement, après une 

courte période de sélection, certaines cellules peuvent échapper à la pression sélective 

appliquée tandis qu’une durée très longue même en présence d’une faible concentration du 

filtrat peut conduire à des altérations inattendues notamment une diminution de la capacité 

de régénération (Van Den Bulk, 1991) comme c’est le cas avec les cals du citron rugueux 

(Citrus jambhiri Lush.) en présence du filtrat de Phytophthora parasitica (Savita et al., 

2011). Par conséquent, la durée de sélection optimale garantissant que les cals survivants 

soient réellement résistants et capables de régénérer des plantes ne peut être prévue et elle 

doit être empiriquement déterminée (Van Den Bulk, 1991). 

Dans notre cas, la durée de sélection était de près de 4 mois dont les trois premières 

semaines en milieu liquide suivie par des repiquages sur un milieu solide sans filtrat, ou 

bien un maintien continu par des repiquages chaque trois semaines sur un milieu solide 

contenant la même concentration du filtrat. Après uniquement les trois premières semaines, 

les cals issus du milieu liquide notamment de 60% de filtrat étaient complètement nécrosés 

et ne montrait aucune prolifération après transfert en absence du filtrat. Tandis qu’à la fin 

du processus en milieu solide, une prolifération était encore observée même en présence de 

concentrations élevées (60%) de filtrat. Sengar et al. (2009) ont observé une prolifération 

chez les cals de betterave en présence de 20% de filtrat de Colletotrichum falcatum après 

deux repiquages de 5 semaines chacun, suggérant ainsi une adaptation ou une tolérance au 

filtrat utilisé à une faible dose tandis qu’avec des concentrations plus élevées les cals 

étaient entièrement nécrosés. 

3. Transformation génétique et capacité d’enracinement 

Plusieurs cultivars d’olivier économiquement importants présentent une faible 

capacité d’enracinement par bouturage semi-ligneux (Rugini et Fedeli, 1990) comme c’est 

le cas des principaux cultivars Algériens ‘Chemlal’ et ‘Azeradj’ (Fabbri et al., 2004). Par 
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ailleurs, la transformation génétique par Agrobacterium rhizogenes est largement utilisée 

pour améliorer l’enracinement de plusieurs espèces végétales particulièrement 

arborescentes y compris l’olivier (Rugini, 1992) dont les premiers essais de transformation 

génétique datent des années 80 et traitaient principalement l’amélioration de la capacité 

d’enracinement de certains cultivars. 

En effet, Rugini (1986) indique une amélioration significative de l’enracinement 

des boutures du cultivar ‘Moraiolo’ et apparition de racines après 10 jours chez plus de 

50% des explants suite à une inoculation basale par A. rhizogenes souche 1855 et mise en 

culture sur un milieu ½ MS sans auxines. Toutefois, Rugini (1992) indique que l’efficience 

de l’inoculation par A. rhizogenes peut être améliorée par la présence d’auxines ou de 

polyamines dans le milieu d’enracinement. En outre, l’AIB et la putrescine permettent les 

meilleurs résultats. 

Nos résultats sont nettement supérieurs à ceux de Rugini (1992) du fait que 86 à 

94% des explants inoculés par la souche A4 d’A. rhizogenes s’enracinent dès les trois 

premières semaines lorsqu’ils sont mis en culture sur un milieu OM en présence d’AIB. 

Toutefois, en absence d’AIB l’enracinement n’a commencé qu’à partir de la 3ème semaine 

pour atteindre un taux variant entre 46 et 60% après 6 semaines de culture. Cette différence 

des résultats obtenus est due d’une part aux génotypes des cultivars étudiés et d’autre part 

aux conditions d’enracinement particulièrement la souche bactrienne utilisée ainsi que la 

composition chimique et hormonale du milieu d’enracinement. 

De même, Strobel et al. (1988) ont démontré l’effet bénéfique de l’inoculation par 

Agrobacterium rhizogenes souche 232 et A. radiobacter souche NTI sur l’amélioration de 

l’enracinement, développement végétatif ainsi que la productivité des plants de plusieurs 

cultivars d’olivier ‘Manzenilo’, ‘Miski’, ‘Pishoriline’ et ‘Chamlali’. Ces auteurs suggèrent 

que la multiplication de la masse racinaire des plants résulte de la transformation génétique 

des racines existantes. De plus, le développement végétatif, floraison et l’entrée en 

production sont largement améliorés chez les plants inoculés par A. rhizogenes. 

Nos résultats corroborent en partie avec ces observations du fait que la masse 

racinaire estimée par le nombre moyen de racine par explant est presque doublée après 

inoculation bactérienne. De même, le développement végétatif des pousses obtenues ainsi 

que de leurs racines émises sont nettement améliorés après inoculation par Agrobacterium. 
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Par ailleurs, Pirannezhad et al. (2010) indiquent que l’inoculation des 

microboutures du cultivar iranien ‘Zard’ par A. rhizogenes en association avec 1 mg l-1 

d’AIB en plus de la réduction de la taille du cal formé à la base des explants ; améliore 

significativement le taux d’enracinement (70%), le nombre et la longueur des racines 

émises par rapport au témoin sans inoculation bactérienne et en présence uniquement de 

l’auxine ayant permis 30% d’enracinement. Nos résultats rejoignent parfaitement ces 

observations du fait l’amélioration de l’enracinement des explants d’environ 40% par 

rapport à la culture en présence d’AIB en plus de la taille du cal basal réduite et 

l’émergence de plusieurs racines longues permettant une acclimatation facile des plantules 

obtenues. 

En Algérie, l’application de la transformation génétique pour l’amélioration 

génétique de l’olivier est très peu étudiée. Les seules études réalisées sont dans l’objectif 

d’améliorer l’enracinement par bouturage herbacée des principaux cultivars algériens qui 

sont souvent récalcitrants à ce type de multiplication (Fabbri et al., 2004). 

Dans ce contexte, Allag (2008) indique une amélioration significative de la capacité 

d’enracinement en bouturage herbacé de trois cultivars Algériens (Chemlal, Ferkani et 

Boukaila) après inoculation basale par la souche A4 d’Agrobacterium rhizogenes activée 

par 10μM d’acétosyringone. Allag (2008) souligne que l’effet de l’inoculation bactérienne 

dépend du cultivar ainsi que la période de prélèvement du matériel végétal mais beaucoup 

plus du niveau d’insertion de la bouture. En effet, les boutures médianes portant plusieurs 

nœuds et prélevées durant la période printanière permettent les meilleurs résultats 

d’émission de plusieurs racines plus longues par rapport aux autres types d’explants 

(boutures uninodales, feuilles, etc.). Chez le cultivar ‘Chemlal’ plus de 82% des boutures 

médianes ont montré une callogenèse basale précédant l’émission de racines atteignant 

60% avec plus de 10 racines par plant dont la longueur moyenne dépasse les 6.5 cm, tandis 

que les deux autres cultivars (Ferkani et Boukaila) étaient plus récalcitrants à 

l’enracinement même après inoculation par A. rhizogenes. Néanmoins, les feuilles et les 

boutures uninodales en dépit de l’émission de racines ne développent pas des pousses 

pouvant être acclimatées. Nos résultats obtenus en conditions in vitro et sans activation de 

la souche A4 par l’acétosyringone confirment l’effet bénéfique de l’inoculation par A. 

rhizogenes indiqué dans ces observations du fait que l’inoculation bactérienne a permis 
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entre 33 et 53% d’enracinement chez les microboutures généralement médianes avec plus 

de 2 racines en moyenne par explant dont la longueur varie entre 1.5 et 3.4 cm. 

Par ailleurs, l’insertion des gènes rolABC d’A. rhizogenes responsables de 

l’induction du chevelu racinaire dans le génome de l’olivier était d’une part très difficile à 

réaliser et, d’autre part, provoque des modifications indésirables chez les plantes 

régénérées par la suite. En effet, à partir des années 90, plusieurs travaux sont réalisés afin 

d’établir des protocoles efficaces de régénération après transformation génétique par des 

souches d’Agrobacterium tumefaciens désarmées avec des plasmides binaires portant 

uniquement les gènes rolABC ainsi que des gènes de sélection par résistance aux 

antibiotiques. Mencuccini et al. (1991) ont pu obtenir pour la première fois des 

néoformations sur des cals de pétioles du cultivar ‘Moraiolo’ après introduction des gènes 

rolABC portés dans un plasmide binaire Bin19 cependant sans aboutir à des pousses ou 

plantules entières. De même, Mencuccini et al. (1999 a et b) ont sélectionné des cals issus 

des pétioles du cultivar ‘Dolce Agogia’, transformés par les gènes rolABC, en présence de 

la kanamicine et dont la nature transgénique est confirmé par Southern blot et test ELISA. 

Les cals ainsi sélectionnés produisent des racines même en faible présence d’auxine 

toutefois sans régénérer des plantes. En fin, en utilisant des masses embryogènes, Rugini et 

al. (2000) et Miano et al. (2004) ont pu régénérer des plantules entières du cultivar 

‘Canino’ transformées avec les gènes rolABC dont la capacité d’enracinement est 

améliorée toutefois l’aspect des plants est modifié (plusieurs ramifications et entre-nœuds 

en plus d’un forte teneur en chlorophylle et réduction significative de la surface foliaire) 

(Rugini et al., 2008). Par conséquent, la transformation génétique uniquement de la partie 

basale des pousses d’olivier, comme c’est le cas de notre étude, permet d’induire la 

formation des racines et d’éviter la modification du génotype entier de la plante aboutissant 

généralement à des anomalies phénotypiques chez les plants régénérés. 
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Partie V. Conclusion générale et perspectives 

L’objectif global du travail était l’élaboration d’une approche biotechnologique 

pour l’obtention de plants d’olivier (Olea europaea L.) tolérants aux pathogènes fongiques 

avec une capacité d’enracinement améliorée chez le principal cultivar en Algérie 

‘Chemlal’. En effet, notre étude décrit pour la première fois la régénération efficace de 

plantes entières d’olivier sans anomalies morphologiques par embryogenèse somatique 

induite à partir d’un matériel juvénile, les radicules d’embryons zygotiques matures. De 

plus, l’effet de la présence du filtrat brut de la culture du Verticillium dahliae Kleb., agent 

causal de la verticilliose d’olivier, dans le milieu de prolifération sur la sélection du cal 

embryogène afin d’induire une variation somaclonale et régénérer des plants résistants au 

Verticillium est évalué. Enfin, l’amélioration de l’enracinement in vitro des microboutures 

issues après germination des embryons somatiques à l’aide d’inoculation par 

Agrobacterium rhizogenes est testée. Les résultats obtenus lors de l’optimisation des 

différentes parties montrent que : 

1. Embryogenèse somatique : Établissement des cultures embryogènes 

L’induction d’une culture embryogène compétente est fortement influencée par la 

composition chimique et hormonale du milieu d’induction de cals mais beaucoup plus par 

le type d’auxine additionnée. En effet, une culture sur le milieu OMc additionné d’AIB et 

Zéatine pendant trois semaines suivie par un transfert sur le même milieu pendant un mois 

avec réduction de la concentration de l’auxine, et enfin, un maintien sur un milieu ECO 

contenant l’AIB en combinaison avec la Zéatine et BAP permettent l’obtention de 

plusieurs cals embryogènes. 

La capacité embryogène du cal d’olivier est fortement influencée par le génotype 

(lignée cellulaire) du cal, composition chimique et hormonale du milieu de culture ainsi 

que les conditions de culture. En effet, un maintien sur un milieu ECO solide additionné 

d’AIB, Zéatine et BAP et contenant plus de 20 g l-1 de saccharose pendant 6 à 8 semaines 

permet une meilleure prolifération cellulaire (accroissement du poids frais) et une bonne 

expression embryogène avec moins de nécrose cellulaire. De plus, l’addition du charbon 

actif au milieu de culture notamment liquide sous agitation pendant 3 à 4 semaines 

améliore significativement la capacité embryogène du cal. 
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L’obtention de plantules d’olivier par embryogenèse somatique dépend directement 

du génotype des embryons somatiques (lignée cellulaire) mais beaucoup plus des 

conditions de culture particulièrement la présence d’hormones. En effet, un milieu OM 

solide additionné de BAP et AIB permet une émergence racinaire et une entrée en 

germination plus avancées aboutissant à des plantules bien développées avec plusieurs 

feuilles facilement acclimatables. De même, le milieu OM additionné de Zéatine et d’AIB 

permet une meilleure réactivité des microboutures prélevées après germination des 

embryons somatiques générant des pousses bien développées avec plusieurs racines émises 

facilitant leur acclimatation aux conditions naturelles. 

2. Variation somaclonale : Induction par pression sélective 

L’induction de la variation somaclonale chez les cultures embryogènes d’olivier par 

pression sélective exercée par le filtrat brut de la culture du Verticillium dahliae, diffère 

d’une lignée cellulaire à une autre et dépend directement de la concentration du filtrat 

fongique dans le milieu de sélection, type du milieu ainsi que la souche du Verticillium 

utilisée. En effet, une sélection en milieu liquide avec agitation pendant trois semaines en 

présence du filtrat fongique même à une faible concentration, suivie d’un transfert sur un 

milieu solide dépourvu de l’agent sélectif, est plus efficace qu’un long maintien sur un 

milieu solide additionné du filtrat. Toutefois, la mise en germination des embryons isolés à 

partir des amas cellulaires proliférées après sélection en présence du filtrat fongique a 

permis la régénération de plantules dont l’acclimatation et / ou multiplication n’étaient pas 

possibles vu leur très faible développement. 

3. Transformation génétique : Enracinement par inoculation bactérienne 

L’enracinement des microboutures prélevées des vitroplants obtenus après 

germination d’embryons somatiques d’olivier dépend fortement du génotype (lignée 

cellulaire) et il est significativement influencé par le procédé appliqué pour l’induction des 

racines notamment l’addition d’auxines au milieu de culture ou l’inoculation des bases des 

explants par Agrobacterium rhizogenes. En effet, l’inoculation bactérienne combinée avec 

la présence d’AIB dans le milieu de culture améliorent significativement la réactivité des 

bourgeons, le développement des pousses obtenues mais beaucoup plus l’enracinement des 

microboutures par une émission rapide de plusieurs racines d’une longueur assez 

importante facilitant, ainsi, leur acclimatation aux conditions externes. 
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L’approche élaborée dans le présent travail est une contribution à l’application des 

techniques biotechnologiques de multiplication, de conservation et d’amélioration 

génétique sur l’olivier comme alternatives aux méthodes classiques de propagation et de 

création variétale chez cette espèce. En guise de perspectives, il serait intéressant de : 

 Essayer la régénération de l’olivier par embryogenèse somatique induite à partir d’un 

matériel végétal adulte tel que les feuilles, inflorescences et racines assurant une 

conformité génétique plus sûre. 

 Appliquer le processus d’embryogenèse somatique sur d’autres cultivars Algériens 

d’olivier aussi importants tels que ‘Sigoise’ et ‘Azeradj’. 

 Utiliser les cultures embryogènes comme source de matériel biologique pour d’autres 

techniques biotechnologiques d’amélioration telles que l’isolement et la culture de 

protoplastes ou les suspensions cellulaires. 

 Vérifier la stabilité morpho-génétique des plants issus des embryons somatiques à 

l’aide des marqueurs biométriques et moléculaires. 

 Evaluer le comportement in vivo des plants régénérés par embryogenèse somatique 

après leur acclimatation aux conditions naturelles. 

 Optimiser davantage le processus de sélection par filtrat fongique notamment la 

régénération et l’acclimatation des plantules après pression sélective. 

 Déterminer le type de variation induite suite à l’application de la pression sélective. 

 Tester l’induction de la variation somaclonale par d’autres agents de sélection tels que 

les toxines isolées à partir des filtrats fongiques. 

 Tenter l’amélioration de l’enracinement des pousses par d’autres souches 

d’Agrobacterium rhizogenes ou d’A. tumefaciens portant des plasmides avec les gènes 

responsables de l’induction du chevelu racinaire. 

 Régénérer des plantules à partir des racines émises après transformation génétique des 

cals embryogènes ou inoculation basale des microboutures. 
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Annexes (Analyses statistiques) 

1. Annexe 1 : Embryogenèse somatique 

a. Annexe 1a : Induction des cals embryogènes 

 Taux de callogenèse (après 3 semaines sur les 1ers milieux d’induction (Ind1)) 

 Taux d’élongation (après 3 semaines sur les 1ers milieux d’induction (Ind1)) 

 Taux de callogenèse (après 4 semaines sur les 2èmes milieux d’induction (Ind2)) 

 Taux de nécrose (après 4 semaines sur les 2èmes milieux d’induction (Ind2)) 

 Taux d’embryogenèse (après 8 semaines sur le milieu ECO) 

 Taux de nécrose (après 8 semaines sur le milieu ECO) 

 

 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

109,057 16,919 9 < 0,0001 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

192,258 16,919 9 < 0,0001 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

54,000 16,919 9 < 0,0001 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

96,200 16,919 9 < 0,0001 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

17,014 16,919 9 0,048 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

104,553 16,919 9 < 0,0001 0,05 



                                                                                                                                     Annexes 

200 
 

b. Annexe 1b : Estimation de la capacité de prolifération des cals embryogènes 

 Facteur 1 : Milieu de culture 

- Solide 

 Accroissement du poids frais (g) 

- Liquide 

 Accroissement du poids frais (g) 

 Facteur 2 : Balance hormonale 

- Solide 

 Accroissement du poids frais (g) 

- Solide 

 Accroissement du poids frais (g) 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 8 0,128 0,016 12,045 < 0,0001 

Erreur 18 0,024 0,001   
Total corrigé 26 0,152    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 8 0,101 0,013 15,991 < 0,0001 

Erreur 18 0,014 0,001   
Total corrigé 26 0,115    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 14 0,248 0,018 9,004 < 0,0001 

Erreur 30 0,059 0,002   
Total corrigé 44 0,307    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 14 0,296 0,021 17,909 < 0,0001 

Erreur 30 0,035 0,001   
Total corrigé 44 0,331    
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 Facteur 3 : Concentration du saccharose 

- Solide (Corrélation Accroissement du poids frais/Concentration du saccharose r = 0.96) 

 Accroissement du poids frais (g) 

- Liquide (Corrélation Accroissement du poids frais/Concentration du saccharose r = 0.98) 

 Accroissement du poids frais (g) 

 Facteur 4 : Charbon actif 

- Solide (Corrélation Accroissement du poids frais/Concentration du CA r = 0.83) 

 Accroissement du poids frais (g) 

- Liquide (Corrélation Accroissement du poids frais/Concentration du CA r = 0.90) 

 Accroissement du poids frais (g) 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 17 0,380 0,022 26,038 < 0,0001 

Erreur 36 0,031 0,001   
Total corrigé 53 0,411    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 17 0,494 0,029 56,746 < 0,0001 

Erreur 36 0,018 0,001   
Total corrigé 53 0,512    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 8 0,115 0,014 4,976 0,002 

Erreur 18 0,052 0,003   
Total corrigé 26 0,168    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 8 0,057 0,007 9,388 < 0,0001 

Erreur 18 0,014 0,001   
Total corrigé 26 0,071    
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 Facteur 5 : Durée d’incubation 

- Solide 

 Accroissement du poids frais (g) (Corrélation Accroissement du poids frais/Durée 

d’incubation sur milieu solide r = 0.95) 

 Vitesse d’accroissement du poids frais (g/s) 

- Liquide 

 Accroissement du poids frais (g) (Corrélation Accroissement du poids frais/Durée 

d’incubation en milieu liquide r = 0.94) 

 Vitesse d’accroissement du poids frais (g/s) 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 23 11,645 0,506 19,002 < 0,0001 

Erreur 48 1,279 0,027   
Total corrigé 71 12,924    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 23 0,052 0,002 5,564 < 0,0001 

Erreur 48 0,020 0,000   
Total corrigé 71 0,072    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 17 0,502 0,030 19,742 < 0,0001 

Erreur 36 0,054 0,001   
Total corrigé 53 0,556    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 17 0,012 0,001 3,928 0,000 

Erreur 36 0,006 0,000   
Total corrigé 53 0,018    
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c. Annexe 1c : Production des embryons somatiques 

d. Annexe 1d : Différenciation et maturation des embryons somatiques 

 Taux de nécrose 

 Taux de prolifération 

 Taux de différenciation 

 Nombre moyen d’embryons produits 

 

 

 

 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 2 2301,556 1150,778 38,077 0,000 

Erreur 6 181,333 30,222   
Total corrigé 8 2482,889    

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

1,110 5,991 2 0,574 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

6,700 5,991 2 0,048 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

9,934 5,991 2 0,007 0,05 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 2 25,021 12,510 127,346 < 0,0001 

Erreur 66 6,484 0,098   
Total corrigé 68 31,505    
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e. Annexe 1e : Germination des embryons somatiques et régénération de plantules 

 Taux de germination 

 Durée moyenne de germination (Jours) 

 Durée moyenne d’émergence de la racine (Jours) 

 Taille moyenne des vitroplants (cm) 

 Nombre moyen de feuilles 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

25,535 24,996 15 0,0414 0,05 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 15 855,930 57,062 11,769 < 0,0001 

Erreur 112 543,050 4,849   
Total corrigé 127 1398,980    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Lignée 15 1282,820 85,521 17,489 < 0,0001 

Erreur 112 547,667 4,890   
Total corrigé 127 1830,487    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 15 31,152 2,077 62,178 < 0,0001 

Erreur 112 3,741 0,033   
Total corrigé 127 34,893    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 15 245,556 16,370 53,144 < 0,0001 

Erreur 112 34,500 0,308   
Total corrigé 127 280,056    
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f. Annexe 1f : Micropropagation des pousses issues des embryons somatiques 

 Taux de débourrement 

 Nombre moyen de bourgeons débourrés 

 Durée moyenne de débourrement (Jours) 

 Taille moyenne de la pousse (cm) 

 Nombre moyen de feuilles 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

125,397 19,675 11 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 12,378 1,125 10,296 < 0,0001 

Erreur 72 7,869 0,109   
Total corrigé 83 20,247    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 9961,956 905,632 47,810 < 0,0001 

Erreur 72 1363,833 18,942   
Total corrigé 83 11325,789    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 160,776 14,616 19,454 < 0,0001 

Erreur 72 54,094 0,751   
Total corrigé 83 214,869    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 553,289 50,299 20,125 < 0,0001 

Erreur 72 179,949 2,499   
Total corrigé 83 733,239    
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 Taux de callogenèse basale 

 Taux d’enracinement 

 Durée moyenne d’enracinement (Jours) 

 Nombre moyen de racines 

2. Annexe 2 : Variation somaclonale 

a. Annexe 2a : Sélection en milieu liquide (Sélection discontinue) 

 Accroissement du poids frais (g) (après 3 semaines) 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

72,800 19,675 11 < 0,0001 0,05 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

47,395 19,675 11 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 20312,142 1846,558 183,332 < 0,0001 

Erreur 72 725,200 10,072   
Total corrigé 83 21037,342    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 11 45,094 4,099 46,868 < 0,0001 

Erreur 72 6,298 0,087   
Total corrigé 83 51,391    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 20 0,811 0,041 13,898 < 0,0001 

Erreur 42 0,123 0,003   
Total corrigé 62 0,934    
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 Taux de brunissement (après 3 semaines) 

 Poids frais total (g) (après 3 mois) 

b. Annexe 2b : Sélection en milieu solide (Sélection continue) 

 Accroissement du poids frais (g) (après 3 semaines) 

 Taux de brunissement (après 3 semaines) 

 Poids frais total (g) (après 15 semaines) 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

390,873 31,410 20 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 20 26,272 1,314 426,610 < 0,0001 

Erreur 42 0,129 0,003   
Total corrigé 62 26,402    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 20 0,363 0,018 17,823 < 0,0001 

Erreur 42 0,043 0,001   
Total corrigé 62 0,406    

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

423,259 31,410 20 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 20 1,858 0,093 36,866 < 0,0001 

Erreur 42 0,106 0,003   
Total corrigé 62 1,964    
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3. Annexe 3 : Transformation génétique 

 Taux de débourrement 

 Nombre moyen de bourgeons débourrés 

 Durée moyenne de débourrement (Jours) 

 Taille moyenne de la pousse (cm) 

 Nombre moyen de feuilles 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

66,434 14,067 7 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 14,648 2,093 18,890 < 0,0001 

Erreur 112 12,407 0,111   
Total corrigé 119 27,056    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 5876,260 839,466 31,889 < 0,0001 

Erreur 112 2948,373 26,325   
Total corrigé 119 8824,634    

Source DDL Somme des 
carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 189,344 27,049 111,383 < 0,0001 

Erreur 112 27,199 0,243   
Total corrigé 119 216,543    

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 614,263 87,752 239,257 < 0,0001 

Erreur 112 41,078 0,367   
Total corrigé 119 655,341    
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 Taux d’enracinement 

 Durée moyenne d’apparition de la 1ère racine (Jours) 

 Durée moyenne d’apparition des racines (Jours) 

 Nombre moyen des racines 

 Longueur moyenne des racines (cm) 

Khi² (Valeur observée) Khi² (Valeur critique) DDL p-value alpha 

44,182 14,067 7 < 0,0001 0,05 

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 6190,942 884,420 44,389 < 0,0001 

Erreur 112 2231,546 19,925   
Total corrigé 119 8422,488    

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 9122,898 1303,271 62,917 < 0,0001 

Erreur 272 5634,256 20,714   
Total corrigé 279 14757,154    

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 38,484 5,498 16,862 < 0,0001 

Erreur 112 36,516 0,326   
Total corrigé 119 74,999    

Source DDL Somme 
des carrés 

Moyenne des 
carrés F Pr > F 

Modèle 7 143,052 20,436 11,455 < 0,0001 

Erreur 112 199,811 1,784   
Total corrigé 119 342,864    
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Résumé 

Les outils biotechnologiques peuvent être une alternative efficiente pour la création 

variétale et la multiplication de l’olivier vu que les méthodes classiques sont devenues 

incapables d’achever des acquis signifiants notamment dans le contexte actuel du 

changement climatique. Dans l’objectif d’élaborer une approche biotechnologique pour 

l’obtention de plants d’olivier tolérants aux pathogènes fongiques avec une capacité 

d’enracinement améliorée chez le principal cultivar en Algérie ‘Chemlal’ ; il fallait établir 

un protocole efficace de régénération in vitro par embryogenèse somatique induite à partir 

de radicules d’embryons zygotiques. Par la suite, induire une variation somaclonale par 

sélection des cals en présence du filtrat de culture de Verticillium dahliae Kleb. causant la 

verticilliose d’olivier afin de régénérer des plants résistants au pathogène. Enfin, améliorer 

la capacité d’enracinement in vitro par inoculation avec Agrobacterium rhizogenes des 

microboutures issues après germination d’embryons somatiques. 

Les résultats obtenus lors de l’optimisation des différentes parties de l’étude montrent que : 

 Une induction de callogenèse sur le milieu OMc additionné d’AIB et Zéatine permet 

l’obtention de plusieurs cals embryogènes dont le maintien sur le milieu ECO additionné 

d’AIB, Zéatine et BAP permet une meilleure prolifération et expression embryogène. Enfin, 

un milieu OM solide additionné d’hormones permet une bonne germination des embryons 

somatiques et le développement de plantules facilement acclimatables. 

 Une sélection en milieu liquide pendant trois semaines en présence du filtrat de culture 

de Verticillium est plus efficace qu’un long maintien sur un milieu solide additionné du 

filtrat fongique. Toutefois, les embryons isolés après sélection génèrent des plantules dont 

l’acclimatation ou la multiplication pour évaluer leur résistance aux pathogènes fongiques 

n’étaient pas possibles vu leur très faible développement. 

 Une inoculation par Agrobacterium rhizogenes combinée avec la présence de l’auxine 

AIB dans le milieu de culture améliorent significativement le développement de pousses 

mais beaucoup plus l’enracinement des microboutures à travers une émission rapide de 

plusieurs longues racines facilitant leur acclimatation. 

Mots clés : Embryogenèse somatique, Enracinement, Olivier, Régénération in vitro, 

Résistance, Sélection in vitro, Transformation génétique, Variation somaclonale. 
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Summary 

Biotechnological tools can be an efficient alternative for the varietal creation and 

multiplication of olive tree given that conventional methods became unable to achieve 

significant results particularly in the current context of climate change. With the aim to 

elaborate a biotechnological approach for obtaining olive plants tolerant to fungal 

pathogens with improved rooting capacity in the main cultivar in Algeria ‘Chemlal’; it was 

necessary to establish an effective protocol for in vitro regeneration by somatic 

embryogenesis induced from radicles of zygotic embryo. Subsequently, induce somaclonal 

variation by callus selection in the presence of Verticillium dahliae Kleb. culture filtrate, 

causing olive verticillium wilt in order to regenerate plants resistant to the pathogen. 

Finally, improve the in vitro rooting capacity by inoculation with Agrobacterium 

rhizogenes of micro-cuttings obtained after germination of somatic embryos. 

The results obtained during the optimization of the different parts of the study show that: 

 Induction of callogenesis on OMc medium supplemented with IBA and Zeatin allows 

the production of several embryogenic calli which the maintenance on ECO medium 

supplemented with IBA, Zeatin and BA allows a better cell proliferation and embryogenic 

expression. Finally, a solid OM medium supplemented with hormones allowed a good 

germination of somatic embryos and development of easily acclimatized plantlets. 

 Selection in a liquid medium for three weeks in the presence of Verticillium filtrate 

culture was more effective than a long maintenance on solid medium with fungal filtrate. 

However, the embryos isolated after selection generated plantlets whose acclimatization or 

multiplication to assess their resistance to fungal pathogens was not possible due their very 

poor development. 

 Inoculation with Agrobacterium rhizogenes combined with the presence of the auxin 

IBA in the culture medium significantly improved the development of shoots as well as the 

rooting of micro-cuttings through a rapid emission of several long roots facilitating their 

acclimatization. 

Keywords: Somatic embryogenesis, Rooting, Olive tree, In vitro regeneration, Resistance, 

In vitro selection, Genetic transformation, Somaclonal variation. 
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 ملخص

ُمكن لتق̲یات التك̲ولوج̀ا الحیویة ǫٔن ˔كُون بدیلا فعالاً لتطو̽ر ǫٔصناف ˡدیدة و ˔ك˞ير شجرة الزیتون Դلنظر إلى  ی

߳ا، بهدف تطو̽ر . ǫٔن الطرق التقلیدیة ̎ير قادرة ̊لى تحق̀ق نتائج ࠐمة بمفردها لا س̑ۤ في الس̑یاق الحالي لتغيرҨ المناخ

نة عند الصنف اҡٔهم ̥لزیتون مقاربة بیو˔ك̲ولوج̀ة ̥لحصول ̊لى ҧ̑مراض الفطریة مع قدرة تجذ̽ر محسҢٔت زیتون مقاومة لԵنبا 

ҧة " شملال"في الجزاˁر  ҧة من ˭لاԹ جسمیة مس̑تحث ن اҡٔج̲ Ҩد عن طریق ˔كو Ҩدˤ؛ كان من الضروري ضبط منهجیة فعاߦ ̥لت

ҧة الزيجوتیة ذ̽رات اҡٔج̲ ُl یلي الجسمي عن طریق إنتقاء الكالوس في وجود مس̑ت˯لص بعد ذߵ، تم تحفيز التبا̽ن ال̱سَ̑ . من 

ٔ˭يرًا، . المسˌب ߳بول الزیتون؛ من ˡٔǫل تجدید نباԵت مقاومة ̥لمرض .Verticillium dahliae Klebاس̑ت̱ˍات  ǫو

 Թس̑ت˯دام ˊك˗يرԴ ج̲ة الجسمیةҡٔذ̽ر عن طریق إلقاح القطع ا߱ق̀قة المتحصل ̊ليها بعد إنبات اˤتحسين قدرة الت

Agrobacterium rhizogenes. 

ل ̊ليها من ˭لال تحسين المرا˨ل ا߿تلفة ̥߲راسة ما یلي  ҧٔظهرت النتائج المتُحصǫ: 

  سمح تحفيز الكالوس ̊لى وسطOMc  ل بـҧ ّ߱ لҢٔج̲ة الجسمیة،  Zeatinو AIBالمكم وُ Դٕنتاج العدید من الكالوس الم

Ҩ߱ ج̲یني ǫٔفضل BAPو Zeatinو AIBالمكمل بـ  ECOوا߳ي سمح حفظها ̊لى وسط  ǫٔ˭يرًا، سمح . بتكا˛ر ˭لوي وتو

ٔقلم OMوسط  ̦نمو Դلإنبات الجید لҢٔج̲ة الجسمیة وتطو̽ر ش̑تلات سهߧ التˆ  .الصلب المكمل بمنظمات ا

 ٔسابیع في وجود مس̑ت˯لصǫ الإنتقاء في وسط سائل لمدة ثلاثة Ҩُعَد كثر فعالیة من الإبقاء الطویل   Verticilliumی ٔ ǫ

ت ش̑تلات لم ̽كن المدى فوق وس ҧ߱ ط صلب مع إضافة المس̑ت˯لص الفطري ومع ذߵ، فإنҧ اҡٔج̲ة المعزوߦ بعد الإنتقاء و

ٔو ˔ك˞يرها لتق̀يم مقاومتها ̥لمرض نظرًا لضعف نموها ǫ ٔقلمتها ǫ من الممكن. 

  Թس̑ت˯دام البك˗يرԴ یؤدي الإلقاحAgrobacterium rhizogenes  ̠سين ٔ ҡلإضافة إلى وجود اԴAIB ط في وس

ن سریع لعدة ˡذور طویߧ التي  Ҩة ˔كوˤ̀˖ر العقل ا߱ق̀قة ن Ҩن في نمو البراعم وˉشكل ملحوظ في تجَذ Ҩالإس̑ت̱ˍات إلى تحَس

ٔقلمة النب̿˗ات ǫ سهلت. 

د ا߱ق̀ق، المقاومة، الإنتقاء، التحو̽ر الوراثي،  ׃كلمات المف˗اح  Ҩدˤذ̽ر، الزیتون، التˤجسمیة ، الت Թج̲ة من ˭لاҡٔكوّن ا˔

 .تبا̽ن الجسمي ال̱س̑یليال 
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