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RESUME
En dépit du niveau de résistance assez important développé par l’arachide (Arachis hypogaeaL.),
son production dans les écosystèmes secs est affectée par des périodes de déficit hydrique survenant
au cours du cycle de croissance. Le but de ce travail était de mettre en évidence, les réponses
au déficit hydrique faible, modéré puis sévère de cinq populations d’arachides d’origine locale et
étrangère inoculées par trois isolats rhizobiens, en vue d'identifier des critères pour la sélection des
interactions symbiotiques les mieux adaptées à la sécheresse.

Les mécanismes étudiés ont porté principalement sur les aspects morpho-physiologiques
(hauteur de la tige, surface foliaire, accumulation de la proline et sucres solubles, teneur de
la chlorophylle), aspects biochimiques (fixation et l’assimilation de l’azote), aspects hydriques
de la plante (la teneur relative en eau, potentiel hydrique foliaire, résistance stomatique et la
température du couvert végétal) et agronomiques (rendement et ses composants). Les résultats
obtenus ont monté que les effets du stress hydrique se manifestent par une diminution de la teneur
relative en eau et du potentiel hydrique foliaire et une augmentation de la résistance stomatique
et de la température du couvert végétal. Tous ces effets de la contrainte hydrique se répercutent
négativement sur la croissance végétative ainsi que sur l’assimilation et la fixation de l’azote et
enfin sur le rendement et ses composantes. Les interactions symbiotiques étudiées se comportent
différemment en fonction de la sévérité de stress. Cependant, Les couples symbiotiques SA3-
BER, SA3-OUM, SA3-TON, SA3-TIM, SA1-BER, SA1-TON et SA1-OUM se sont avéré les plus
tolérantes aux différents degrés de déficit hydrique. Par contre, les interactions symbiotiques SA2-
TIM et SA2-NIG ont montré une sensibilité importante face au manque d’eau. Le comportement
des autres couples symbiotiques a varié en fonction de la sévérité de la contrainte hydrique. De
plus, la variabilité génétique du matériel végétal vis-à-vis du stress hydrique ne semble pas liée
à l’origine géographique des populations d’arachides, mais plutôt à leur phénologie et à leur
morphologie. Cette étude pourrait servir à la définition de critères pertinents de résistance à la
sécheresse utilisables en sélection variétale.

Mots clés   : symbiose ; stress hydrique ; fixation d’azote ; arachide ; rhizobia ; tolérance ;
sélection.
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SUMMARY
Despite the level of resistance sizable developed by groundnut (Arachis hypogaea L.) production
in the dry ecosystems is affected by periods of water deficit occurring during the growth cycle.
The purpose of this work was to highlight the responses to water deficit low, moderate and severe
of five peanut populations of local and foreign inoculated by three strains rhizobiens, to identify
criteria for selecting symbiotic interactions better adapted to drought.

The mechanisms studied focused on the morpho-physiological aspects (height of the stem,
leaf area, the accumulation of proline and soluble sugar, content of chlorophyll), biochemical
aspects (fixation and assimilation of nitrogen) hydrous aspects of the plant (relative water
content, leaf water potential, stomatal resistance, leaf temperature and water use efficiency) and
agronomic aspects (yield and its components). The results showed that the effects of water stress
are manifested by a decrease in relative water content and leaf water potential and increased
stomatal resistance and leaf temperature. All these effects of water impact negatively on the
vegetative growth and the assimilation and fixation of nitrogen and on yield and its components.
The symbiotic interactions studied behave differently depending on the severity of water stress.
However, symbiotic interactions SA3-BER, SA3-OUM, SA3-TON, SA3-TIM, SA1-BER, SA1-
TON and SA1-OUM have proved the most tolerant to different degrees of water stress applied. As
against the symbiotic interactions SA2-TIM and SA2-NIG showed a significant sensitivity over
the lack of water. The behavior of other symbiotic interactions varied depending on the severity of
stress applied. Moreover, the genetic variability of plant material in relation to water stress does not
appear related to the geographical origin of populations of peanuts, but rather to their phenology
and morphology. This study could serve to define criteria for resistance to drought used in breeding.

Key words    : symbiosis, water stress, nitrogen fixation, peanut, rhizobia, tolerance, selection.
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Introduction

Dans les régions arides et semi arides, la production agricole et les rendements des
cultures sont largement tributaires de la disponibilité en eau et en azote pendant les
stades critiques de développement des plantes. Ces deux éléments constituent les facteurs
limitants essentiels de la production végétale du fait de la fréquence des déficits hydriques
et de la rapidité de dégradation de la matière organique dans le sol. De ce fait et compte
tenu de l’immense besoin en protéines dans l’alimentation humaine, les chercheurs ont
été amenés à s’intéresser davantage à l’amélioration des légumineuses alimentaires, dont
certaines espèces sont capables de s’adapter à ces conditions et de produire suffisamment
des protéines nécessaires à la ration alimentaire.

L’arachide (Arachis hypogaea L.) est l’une des plus importantes oléagineuses
cultivées dans le monde, notamment dans les régions arides et semi-arides de l’Afrique.
Son succès réside dans le fait que c’est une oléo-protéagineuse aux nombreuses
utilisations alimentaires et fourragères (graine, huile, tourteaux, fanes et coques). C’est une
légumineuse qui peut utiliser l’azote atmosphérique grâce à la symbiose avec des bactéries
de la famille des rhizobiaceae pouvant fournir jusqu’à 30 % de l’azote nécessaire à la plante ;
mais la quantité d’azote fixé est très variable car l’activité symbiotique est influencée par
plusieurs facteurs tels que la souches bactérienne, la plante hôte et les conditions du milieu
(Wani    et   al ., 1995). La recherche des couples tolérants capables de fonctionner dans
ces conditions constitue un objectif à atteindre, afin de comprendre les paramètres et les
mécanismes physiologiques liés à ce caractère, et pouvant servir de base à l’établissement
de critères de sélection de cette association.

Les plantes réagissent différemment au stress hydrique. Chaque espèce développe
une stratégie pour surmonter cette contrainte. Plusieurs théories ont été avancées pour
expliquer les mécanismes d’adaptation des végétaux au stress hydrique. Ils sont de nature
morphologique, physiologique, biochimique et agronomique. Dans la symbiose par contre,
la nodosité où la bactérie ne possède pas de mécanisme efficace pour contrer les effets
du stress hydrique. Cette déficience est aggravée par le fait que les nodules sont localisés
généralement sur le collet dans l’horizon de surface qui est le plus exposé au desséchement
du sol. Il s’agit donc de tenir compte des deux partenaires impliqués dans la symbiose
fixatrice d’azote et de les inclure simultanément dans les programmes de sélection afin
d’identifier les meilleurs couples arachide-rhizobia capables de produire suffisamment dans
un système de culture durable sous contrainte hydrique.

L’affaiblissement de la fixation de l’azote par les contraintes environnementales, en
particulier le stress hydrique se traduit par une baisse et une instabilité des rendements qui
représentent la limitation majeure du développement de cette espèce. En effet, la contrainte
hydrique et les perturbations osmotiques et enzymatiques qui en découlent, peuvent affecter
largement cette symbiose, en diminuant la croissance et la survie des rhizobia dans le sol,
en réduisant la colonisation de la rhizosphère ou en inhibant totalement ou partiellement le
processus d’infection et de développement des nodosités ou encore en affaiblissant l’activité
fixatrice de ces dernières.

Le stress hydrique affecte tous les métabolismes de la plante notamment la nutrition
azotée qui réagit fortement à cette contrainte. La réponse de la plante se traduit par une
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baisse des activités enzymatiques qui se répercute sur la production de la biomasse et les
rendements. En effet, le stress hydrique peut affecter l’activité de la nitrogénase responsable
de la fixation de l’azote et l’activité nitrate réductase qui contrôle la première étape de
l’assimilation de l’azote combiné du sol.

Les effets du stress hydrique sur le comportement et les mécanismes de réponse
développés par l’arachide, sont étudiés à travers la diversité de cinq populations d’arachides
d’origine locale et étrangère inoculées par trois isolats rhizobiens sous une contrainte
hydrique provoquée par l’arrêt de l’arrosage au début du stade floraison, en vue d'identifier
des critères pour la sélection des couples symbiotiques les mieux adaptés à la sécheresse.

Le but de ce travail est de rechercher les couples symbiotiques arachide-rhizobia les
plus performants, ayant la capacité de tolérer les déficits hydriques qui peuvent se produire
à un stade critique de développement de cette espèce. Il a porté essentiellement sur :

∙ L’étude de la variabilité de réponses (morpho-physiologiques, biochimiques et
agronomiques) chez les différentes combinaisons symbiotiques arachide-rhizobia vis-
à-vis de la contrainte hydrique.

∙ L’identification des couples symbiotiques les plus tolérants à la sécheresse.
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Synthèse bibliographique

I. Description de l’arachide (Arachis hypogaea L.)

I.1. Origine et caractéristiques de l’espèce
L’arachide (Arachis hypogaea L.) est originaire de l’Amérique du Sud. Les portugais

introduisirent la plante au début du XVIème siècle sur la côte occidentale de l’Afrique. De
leur coté, les espagnols, à peu près à la même époque, l’auraient introduite aux Philippines
à partir de la côte Ouest du Mexique. De là, la culture de l’arachide se serait étendue vers
la Chine, le Japon, le Sud-Est asiatique, l’Inde et la côte Est de l’Australie. Ainsi, l’Afrique
se trouverait être un lieu de rencontre de deux voies différentes de diffusion de l’espèce
(Gillier et Silvestre, 1969).

L’arachide cultivée est une légumineuse annuelle, herbacée appartenant à la famille
des Fabacées et la sous-famille des Papilionacées. Une famille qui renferme plus de 17 000
espèces, constituant ainsi le groupe de végétaux supérieurs le plus abondant et le plus
diversifié.

La plante de l’arachide est caractérisée par une tige principale et des ramifications
primaires qui peuvent avoir de 0,20 à 0,70 m de long, selon les variétés et les conditions
du milieu. Les ramifications sont toujours herbacées de couleur vert clair, vert sombre ou
plus ou moins pourpre. Elles sont de section anguleuse dans le jeune âge et deviennent
cylindriques en vieillissant ; la moelle centrale disparaît avec le temps et les tiges âgées
deviennent creuses. (Clavel et Gautreau, 1997).

Le système racinaire est formé d’un pivot central qui peut s’enfoncer à plus de 1,30 m
dans le sol et des racines latérales qui prennent naissance à diverses hauteurs sur ce pivot
et se ramifient abondamment pour constituer un chevelu dense. Les racines de l’arachide
portent comme beaucoup de légumineuses des nodules dus à l’association symbiotique de
la plante et de bactéries fixatrices d’azote. Ces nodules apparaissent environ quinze jours
après la levée. Sur la plante développée, ils se rencontrent sur le pivot, ainsi que sur les
racines primaires et secondaires, essentiellement dans les quinze premiers centimètres du
sol. Leur dimension peut aller de la taille d’une tête d’épingle à environ 4 mm, leur nombre
varie entre 800 et 4000 (Gillier et Silvestre, 1969).

Les inflorescences de l’arachide se présentent comme des épis de trois à cinq fleurs.
Elles prennent naissance sur les rameaux végétatifs à l’aisselle d’une feuille complète ou
rudimentaire et comportent à chacun de leur nœud une feuille rudimentaire (cataphylle) à
l’aisselle de laquelle se développe une branche florale très courte portant elle aussi une
feuille rudimentaire souvent bifide ; à l’aisselle de cette dernière se trouve le bourgeon floral.

Après la fécondation qui a lieu avant l’ouverture de la corolle, la base de l’ovaire
s’allonge pour donner naissance à un organe improprement appelé gynophore qui est en
fait, une partie du fruit lui-même, et à l’extrémité duquel la gousse se développe après sa
pénétration dans le sol. Le gynophore a une longueur qui ne dépasse généralement pas 15
cm ; il possède une structure de tige, mais développe dans sa partie enterrée des formations
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analogues à des poils absorbants qui lui confèrent une fonction de racine. Alors que le
gynophore se développe verticalement sous l’effet d’un géotropisme positif, la gousse prend
une position horizontale entre 2 et 7 cm sous la surface du sol (Gillier et Silvestre, 1969).

La graine est dormante dans le groupe Virginia, non-dormante chez les Valencia et
Spanich. Elle lève au bout de 3 à 5 jours ; la plante aura un développement végétatif limité
jusqu’au début de la floraison (25 à 30 jours après le semis), suivi d’un développement
végétatif intense avec émission de fleurs puis formation des gousses. La floraison dans
les conditions de croissance normale passe par un maximum entre 40 et 60 jours après
semis pour ensuite décroître sans cesser totalement jusqu’à la récolte. Une plante émet de
400 à 1000 fleurs dont 10 à 20 % donneront des gousses qui ne parviendront pas toutes
à maturité : seules les premières gousses formées, correspondant à la floraison « utile »,
pourront s’enterrer et mûrir. Dans les conditions optimales de culture pluviale, l’arachide
achève son cycle en 90 jours (variétés hâtives), en 120 jours (semi-tardives) ou en 140
jours (tardives). L’irrigation, en prolongeant la croissance et améliore la productivité. Les
gousses à la récolte contiennent environ 35 % d’eau ; un séchage naturel ou artificiel sera
donc nécessaire pour abaisser la teneur en eau jusqu’à 8 % avant de pouvoir stocker la
récolte (Schilling, 2003).

I.2. La situation de la culture d’arachide en Algérie
La culture d’arachide est très ancienne. En Algérie, elle s’est développée au cours des
années 80, sans pratiquement aucun appui de la part de l’Etat. Cependant, il s’agit de culture
des variétés d’arachide de bouche dont le débouché naturel n’est pas la transformation par
l’industrie.

Selon les statistiques du MADR (Tab. 1), on constate que la production d’arachide est
en fluctuations continue d’une année à une autre, surtout pour les années 2005 et 2006,
où l’on constate une diminution nette de la production, due à un rétrécissement presque de
moitié des superficies réservées à cette culture par rapport aux autres années.

La culture de cette espèce est menée durant la période estivale dans toutes les régions
d’Algérie. Cependant, les surfaces dédiées à cette culture sont principalement localisées
au Nord-Est (El-Tarf, Skikda), au Sud-Est dans les Oasis (Ghardaïa) et au Sud (Adrar, El-
Oued) où la nature des sols et le régime thermique répondent le mieux aux exigences de
l’arachide (Fig. 1).

Tableau 1 : Evolution des superficies,
rendements et productions d’arachides en Algérie

Source : Statistiques agricoles, série B
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Figure 1 : Les principales zones productrices d’arachide en Algérie (2003-2006).

II. Fixation symbiotique de l’azote

II.1. Etablissement de la symbiose
La symbiose légumineuse-rhizobia est le résultat d’une interaction hautement complexe de
reconnaissance entre les deux organismes. La bactérie induit chez la plante la formation
d’un organe spécialisé le nodule encore appelé nodosité, à l’intérieur duquel la bactérie
se différencie en bactéroïde capable de fixer l’azote atmosphérique. L’établissement et
le fonctionnement de la symbiose sont sous le contrôle génétique de chacun des deux
partenaires (Rosenberg, 1997).

La séquence des évènements qui débutent par l’infection bactérienne et qui se
terminent par la formation d’un nodule différencié fixant l’azote, a été très étudiée chez
les légumineuses, d’abord sous l’angle morphologique, puis plus récemment sous un
angle biochimique et de génétique moléculaire. Globalement, le processus met en jeu des
interactions multiples entre la bactérie et les racines hôtes. En effet, les rhizobia et les
racines du futur hôte nouent un dialogue sous la forme de message chimique entre les deux
partenaires (Hopkins, 2003).

L’établissement d’une symbiose effective exige : (i) la multiplication des rhizobia,
la colonisation de la rhizosphère et la fixation aux cellules épidermiques et aux poils
absorbants, (ii) la courbure caractéristique des poils absorbants, l’invasion par les bactéries
et la formation d’un cordon d’infection, (iii) l’initiation du nodule et son développement
dans le cortex de la racine et (iv) le déversement des bactéries du cordon d’infection et
différenciation de cellules spécialisées dans la fixation de l’azote (Hopkins, 2003).

Les rhizobiainduisent deux types de nodules en fonction des légumineuses, des
nodules déterminés et indéterminés (Franssen   et al ., 1992). Les nodules indéterminés
sont généralement formés sur les légumineuses tempérées (pois, trèfle, luzerne), tandis que
les nodules déterminés sont normalement induits par Bradyrhizobium sur les légumineuses
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tropicales comme le soja et le haricot commun. Les rhizobiainfectent les plantes hôtes
et induisent la formation des nodules sur les racines, en utilisant trois processus
fondamentalement différents : (i) par l’intermédiaire des poils absorbants (Kijne, 1992) ; (ii)
par l’entrée à travers des blessures, des fissures, ou des lésions (Boogerd et vanRossum,
1997) ou (iii) par l'intermédiaire des cavités situées autour du primordium racinaire ou des
racines adventices (Boivin   et al ., 1997).

II.2. Processus d’infection et de nodulation
Le processus d'infection et de nodulation implique une interaction intime entre les deux
partenaires symbiotiques (Sadowsky, 2005). L'initiation et la continuation de la nodulation
dépend d'un échange continu des signaux chimiques entre la légumineuse et les bactéries
(Dénarié et Cullimore, 1993 ; Dénarié   et al ., 1996 ; Parniske et Downie, 2003).

En présence des racines de l’hôte, la multiplication des bactéries et la colonisation de
la rhizosphère sont accrues. L’attraction des bactéries par les racines des plantes hôtes
semble d’abord impliquer un chimiotactisme positif, autrement dit un mouvement vers un
stimulant chimique (Charrier   et al ., 1995 ; Shirley, 1996 ; Bladergroen et Spaink, 1998).
Le chimiotactisme est une caractéristique adaptative importante généralement observée
chez les microorganismes. Il permet à l’organisme, de détecter les nutriments ou les
composés chimiques qui lui sont bénéfiques ou qui sont nécessaires à sa croissance et
sa reproduction. On sait que les racines exsudent une foule d’acides aminés, de glucides
et d’acides organiques qui peuvent servir de nutriments aux rhizobia ainsi qu’aux autres
microorganismes du sol (Hopkins, 2003).

L’interaction symbiotique commence quand la bactérie colonise la surface des racines
et induit leur déformation (Caetano-Anollés, 1997). Elle montre une grande spécificité de
l’hôte, et seules certaines combinaisons légumineuse-rhizobiasont compatibles pour établir
une symbiose fixatrice d’azote (Schultze et Kondorosi, 1998).

L’établissement d'un rapport complexe entre les deux symbiontes exige un dialogue
moléculaire par la perception des molécules signales produites par chaque partenaire
(Dénarié et Cullimore, 1993 ; Iglesias  et al ., 2005 ; Lee et Hirsch, 2006).La plante
hôte sécrète des substances chimiotactiques telles que les hydrates de carbone, les acides
aminés, les acides carboxyliques et les flavonoïdes, qui attirent les rhizobiavers les poils
absorbants (Hirsch   et al ., 2001). En réponse de la signalisation issue de la plante hôte,
les bactéries synthétisent et sécrètent des molécules signales appelées les facteurs Nod
(Dénarié  et al ., 1996 ; Spaink, 1996 ; Downie, 1998 ; Lee et Hirsch, 2006).

Les flavonoïdes libérées par la plante hôte et les lipochito-oligosaccharides (LCO) ou
les facteurs de nodulation (facteurs Nod) sécrétés par les rhizobia sont les deux principaux
signaux moléculaires impliqués dans l’établissement de la symbiose. En outre, d’autres
composants bactériens tels que les exopolysaccharides (EPS), lipopolysaccharides (LPS),
B-glucanes et protéines externes de nodulation (Nops) jouent un rôle intégral dans la
formation de nodule. Les poils absorbants se déforment sous l'influence des facteurs Nod
sécrétés par les rhizobia (Gage, 2004).

Les légumineuses s'avèrent être très sensibles aux facteurs Nod ; elles peuvent
les identifier à des concentrations très basses, dans certains cas à un niveau de pico
molaire (Ramos et Bisseling, 2004 ; Lee et Hirsch, 2006). Les facteurs Nod sécrétés
par lesrhizobia dans la solution du sol, induisent de nombreux changements importants de
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la croissance et du métabolisme des racines de l’hôte qui précèdent l’invasion des poils
absorbants par les rhizobia puis le développement du nodule (Hopkins, 2003).

Avant d’envahir leur hôte, les rhizobia émettent également des signaux mitogènes qui
stimulent la division de cellules du cortex ; ces cellules en division forment le méristème
primaire du nodule, délimitant ainsi la région dans la quelle le nodule se développera
éventuellement. La spécificité hôte- rhizobia est probablement déterminée lorsque les
rhizobia s’attachent aux poils absorbants ; elle doit nécessiter une sorte de reconnaissance
entre le symbionte et l’hôte. La reconnaissance semble mettre en jeu deux classes de
molécules : les lectines et les polysaccharides complexes. La spécificité d’hôte résulterait
donc de l’attachement du rhizobia au poil absorbant de l’hôte, et par la suite de l’interaction
spécifique entre lectines et polysaccharides de surface (Hopkins, 2003).

Il a été montré que les bactéries libèrent des enzymes telles que les pectinases,
hémicellulases et cellulases qui, toutes, dégradent le matériel pariétal. Ces enzymes
pourraient interférer localement avec l’assemblage à la pointe du poil absorbant, des
éléments destinés à la paroi en croissance permettant ainsi aux bactéries de percer la paroi
et d’atteindre la membrane plasmique sous-jacente. Lorsque les rhizobia ont atteint la face
externe du plasmalemme, la croissance du poil absorbant cesse et la membrane plasmique
commence à s’invaginer. Il s’ensuit la formation dans la cellule, d’une invagination en forme
de tube, nommée cordon d’infection qui renferme les bactéries (Panagiota   et al ., 1995).

Les étapes qui suivent, sont la croissance du cordon d’infection contenant les cellules
de rhizobia vers le péricycle de la racine, se développant en primordium nodulaire. La
ramification du cordon d’infection permet d’infecter un plus grand nombre de cellules du
primordium et la libération des bactéries dans le cytoplasme des cellules végétales. La
différenciation des bactéries en bactéroïdes, couplée avec la synthèse de la leghémoglobine
et du complexe enzymatique nécessaire à la fixation se produit après. Les nodosités
efficientes sont caractérisées par la présence de la leghémoglobine à l’intérieur (Broughton
et al ., 1984).

II.3. La génétique de la fixation symbiotique de l’azote
L’analyse génétique a permis d’identifier chez les rhizobia plusieurs gènes qui sont
impliqués dans la reconnaissance spécifique de la plante, son infection et son nodulation.
Trois groupes de gènes ont été identifiés, gènes nod, nif et fix.

Les gènes nod sont classés en deux catégories : les gènes communs et les gènes
de spécificité de l’hôte. Ces derniers jouent un rôle essentiel dans la détermination de la
gamme d’hôte.

Trois gènes nod (nodA,B,C), sont des gènes de nodulation communs à tous les
rhizobia. Ils codent pour le squelette chitino-oligosacharidique des facteurs Nod (Vance,
2005 ; Hari  et al ., 2006). Leur mutation empêche les rhizobia d’induire l’infection et la
nodulation (Begun  et al ., 2005). Le gène nodD semble jouer un rôle central dans la
reconnaissance des flavonoïdes (Iglesias  et al ., 2005), son expression est influencé de
façon différentielle par les exsudats racinaires et son produit stimule la transcription d’une
série de gènes de nodulation(Schlaman  et al ., 1998). Les gènes nod spécifiques hsn (host
specific nod genes) sont responsables de la spécificité d’hôte et de la reconnaissance entre
la bactérie et la plante. Une mutation au niveau de ces gènes à pour effet de provoquer
un changement de spécificité de la souche à l’égard de la plante cible (Patriarca   et al .,
2002). Dans le Rhizobium meliloti, les gènes de spécificité sont régulés par nod E,F,G,H,P,Q
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alors que dans le Rhizobium leguminosarum les gènes de spécificité sont régulés par nod
E,F,L,M,N,O,T (Dénarie   et al ., 1996 ; Schultz et Kondorosi, 1998).

La synthèse de la nitrogénase est sous la dépendance d’une série de gènes connus
sous le terme de gènes nif. La nitrogénase est composée de deux protéines de taille
différente, protéine MoFe (composant I) et protéine à fer (composant II) (Burgess et Lowe,
1996 ; Howard et Rees, 1996). La protéine Fe est codée par nifH. deux gènes nif, nifD et
nifK codent respectivement pour les deux sous-unités �, � de la protéine MoFe (Ramos
et Bisseling, 2004 ; Vance, 2005 ; Sadowsky, 2005). nifB, nifE et nifN codent pour la
biosynthèse du cofacteur de la protéine FeMo (Fischer, 1994). nifF et nifJ codent pour les
protéines de transport des électrons. Les gènes de régulation sont codés par nifA (régulateur
positif) et nifL (régulateur négatif) (David  et al ., 1988 ; Noonan  et al ., 1992).

Les gènes fixA,B,C,X codent pour la chaîne de transport des électrons à la nitrogénase.
La fonction des gènes fixG,H,I,S est inconnue, alors que les gènes fixN,O,Q,P codent pour
le cytochrome oxydase qui est exigé pour la respiration des rhizobia dans le cas de faibles
teneurs en oxygène (Delgado  et al ., 1998).

Chez les souches de Rhizobium,les gènes nod, nif et fix sont localisés sur un plasmide
(plasmide pSym), par contre chez les espèces de Bradyrhizobium ces gènes sont localisés
sur le chromosome (Schultz et Kondorosi, 1998).

Le développement d’un nodule fonctionnel nécessite la production par les cellules
hôtes, d’un certain nombre de protéines spécifiques du nodule. Ces protéines appelées
nodulines, sont codées par des gènes NOD localisés dans le génome des cellules hôtes.
Environ 40 nodulines ont été identifiées dans plusieurs espèces de légumineuses. Les
nodulines précoces sont exprimées pendant le processus d’infection et le développement
du nodule. Elles sont impliquées dans la production de la membrane plasmique qui délimite
le cordon d’infection ainsi que dans la formation du méristème nodulaire (Franssen  et al
., 1992). L’expression des nodulines tardives coïncide plus ou moins avec le début de la
fixation d’azote ; elles semblent être impliquées dans le fonctionnement et la maintenance
du nodule. La leghémoglobine est la noduline tardive la plus abondante. D’autres nodulines
tardives comprennent des enzymes comme l’uricase, glutamate synthétase, aspargine
synthétase et NADH-glutamate synthase qui interviennent dans le métabolisme de l’azote
fixé (Hopkins, 2003).

II.4. L’inoculation
L’inoculation est une opération de bactérisation des semences ou du sol en vue de
l’amélioration de la fixation biologique de l’azote chez une légumineuse à faible activité
symbiotique ou nouvellement introduite. Le recours à cette technique est expliqué par
l’absence des rhizobia spécifiques à cette légumineuse dans le sol ou la nécessité de
substituer les souches indigènes par une nouvelle souche plus efficiente.

II.4.1. Choix des souches de rhizobia pour l'utilisation dans l'inoculation
La recherche de nouvelles souches de rhizobia pour l’inoculation est continue et conduite
dans le but de : (i) fournir les rhizobia aux nouveaux cultivars et espèces de légumineuses ;
(ii) développer la culture des légumineuses dans des conditions environnementales
hostiles ; (iii) optimiser la productivité des espèces cultivées (Herridge, 2008).

Brockwell   et al . (1995), ont énuméré les caractères suivants comme désirables pour
les souches des rhizobia utilisées dans l'inoculation : (i) formation des nodules effectives
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capables de fixer l'azote avec la légumineuse inoculée ; (ii) concurrencer les rhizobia
existants déjà dans le sol pour la formation des nodules ; (iii) formation des nodules fixatrices
d’azote même en présence de nitrate du sol ; (iv) persistance dans le sol, surtout pour les
légumineuses pérennes ; (v) colonisation du sol même en absence de la plante hôte ; (vi)
tolérance aux stress environnementaux ; (vii) maintenir une stabilité génétique.

II.4.2. Techniques de l’inoculation
L'inoculation des légumineuses par les rhizobia peut se faire par l'inoculation de la graine
ou du sol. Cependant, la méthode d'application de l'inoculum change selon différentes
pratiques et espèces de légumineuses.

∙ La méthode de mélange tourbe-inoculum (Desting)

Avant le semis, la graine est habituellement mélangée avec un substrat à base de tourbe
(Deaker  et al ., 2004).Cependant, la technique d'inoculation de mélange tourbe avec les
graines n'est pas recommandée, parce que la majeure partie de l'inoculum ne collera pas au
graines bien que le mélange soit la plupart du temps fait manuellement dans des boites ou
dans des bétonnières. L’inoculation d'une grande quantité de semences peut être également
automatisée en utilisant des semoirs équipés d'un réservoir d'inoculum, d'une pompe et
d'une chambre de mélange semence-inoculum (Deaker  et al ., 2004). La plupart des
semences de légumineuses fourragères sont inoculées à l'aide d'un tambour rotatif, vue la
rentabilité et la simplicité de cette technique (Scott   et al ., 1997).

∙ La méthode de la boue (Slurry)

La technique d’inoculation recommandée pour l'inoculation des graines est la méthode de
boue. D'abord, l'inoculum est mélangé avec une solution contenant l'adhésif, cette boue est
mélangée aux graines jusqu'à ce qu'une couverture uniforme soit réalisée. Les graines sont
séchées dans des conditions fraiches avant le semis (Hungria  et al ., 2005). Les adhésifs
généralement utilisés incluent le sucrose (10 %), un fongicide, un bactéricide, la gomme
arabique (40 %), la cellulose méthyle-éthylique et la cellulose méthyle-hydroxyle-propylique
(environ 2 à 4 %) (Horikawa et Ohtsuka, 1996a). Le volume de boue dans le cas du soja
ne devrait pas excéder 300 ml par 50 kilogrammes de graines.

∙ Enrobage des graines

L’enrobage des graines est employé quand les conditions de semis sont moins favorables
(hautes températures ou pH du sol acide). Dans ce procédé, la graine est inoculée en
utilisant un adhésif fort, tel que la gomme arabique 40 %, qui est alors mélangé avec
du carbonate de calcium, du phosphate naturel ou de l’argile finement broyé (Smith,
1992 ; Thompson et Stout, 1992 ; Horikawa et Ohtsuka ; 1996b). En Australie, des
micronutriments spécifiques ont été également ajoutés aux graines enrobées dans le cas
des sols acides (Hungria  et al ., 2005).

Les graines inoculées peuvent être stockées aussi longtemps (1-2 ans) avant leur
utilisation, mais cette durée de conservation change selon les espèces de légumineuses
(Smith, 1992 ; Gemell  et al ., 2005). Gemell   et al . (2005) recommandent une durée
de conservation des graines inoculées de 6 mois pour la luzerne pérenne et les médics,
6 semaines pour le trèfle souterrain et 2 semaines pour le trèfle blanc, rouge et les autres
espèces de légumineuses.

Le nombre de rhizobia par graine varie en fonction de la taille de la graine, 103 rhizobia
par graine pour les légumineuses de petites graines comme le trèfle, les médics, la luzerne
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pérenne et 105 rhizobia /graine pour les légumineuses à grosses graines comme le soja et
le haricot (Smith, 1992 ; Lupwayi  et al ., 2000).

∙ L’inoculation du sol

Pour les légumineuses à grosses graines tels que le soja, le haricot, et en particulier
l'arachide, l'inconvénient de l'inoculation de la graine est l'incompatibilité entre les rhizobia
contenus dans l'inoculum et les fongicides et insecticides appliqués à la graine. Pour
surmonter cette contrainte, l'inoculum peut être appliqué directement dans le sol comme
granules, tourbe, ou liquide. Les inoculums ne sont pas mélangés aux engrais, qui peuvent
être nuisibles aux rhizobia, mais séparément réunis dans le sol. L’inconvénient majeur de
ce procédé est le coût plus élevé parce que la quantité d'inoculum utilisée est plus élevée
que celle utilisée pour l'inoculation des graines (Hungria  et al ., 2005). La profondeur à
laquelle l'inoculum est placé est également importante ; la nodulation du soja est supérieure
quand l'inoculum est appliqué en sillon à une profondeur de 2,5 cm au-dessous de la graine
comparée à une profondeur d’application de 5 cm (Smith, 1992).

L'inoculation directe des graines à la période de semis avec les inoculums liquides ou
granulaires évite d'endommager la graine fragile et surmonte l'effet nuisible des pesticides et
fongicides appliqués à la graine enrobée par les rhizobia (Deaker  el al ., 2004). L'inoculation
liquide du soja au moment du semis est également mieux réussie que l'inoculation de
la graine avec la boue ; cependant, cette dernière produit une nodulation plus précoce
(Brockwell   et al ., 1988).

II.4.3. Facteurs affectant le succès de l'inoculation
De nombreuses études dans lesquelles, l'utilisation d’inoculum de qualité qui a été appliqué
aux sols contenant un niveau bas de l'azote et peu de rhizobia indigènes, a eu comme
conséquence des résultats intéressants en termes de nodulation, fixation de l'azote et
rendement en grains.

Quand les sols sont pauvres ou exempts des rhizobia, l'inoculation est nécessaire
pour assurer la nodulation et l'approvisionnement de l'azote (Smith, 1992 ; Hall et Clark,
1995). Plusieurs études montrent des réponses positives à l'inoculation du soja et du haricot
commun au Brésil dans les sols contenant des nombres élevés de rhizobia indigènes (Nishi
et al ., 1996 ; Hungria  et al ., 1998 ; Hungria et Vargas, 2000 ; Hungria  et al ., 2000a).

Le traitement des graines avec des fongicides affecte le succès d'inoculation du haricot
et du soja. Les insecticides et les herbicides appliqués au moment du semis peuvent
également empêcher la nodulation, et la fixation d'azote (Evans  et al ., 1991).

Dans les conditions défavorables, la tourbe est le support le plus approprié. Dans
ces conditions, la combinaison de l'inoculation de la graine et du sol peut également
être recommandée (Brockwell  et al ., 1985). Le facteur important qui affecte le succès
de l'inoculation est l'application de la fertilisation azotée. Plusieurs études montrent des
avantages de l'application de l'azote comme engrais starter (van Kessel et Hartley, 2000)
mais, au Brésil, les doses de l’ordre de 20-40 kg d’azote/ ha ont diminué sensiblement la
nodulation et la fixation de l'azote (Hungria   et al ., 2005).
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III. Effet du stress hydrique et les stratégies
d’adaptation à la sécheresse

III.1. Effet du stress hydrique

III.1.1. Effet du stress hydrique sur la fixation symbiotique de l’azote
L’inhibition de la fixation de l’azote par le déficit hydrique, constitue un obstacle majeur à
l’exploitation optimale de cette voie de nutrition azotée chez les légumineuses. Chez celles-
ci, les besoins en eau des nodules, assurent le maintien de la turgescence de leur tissu
et l’exportation à travers le xylème des produits de la fixation de l’azote (Van Gestel  et
al ., 1993).

En conditions défavorables (déficit hydrique), la croissance et la survie des populations
de rhizobia sont affectées (Van Gestel   et al ., 1993 ; Hungria et Vargas, 2000), la
formation, la longévité et le fonctionnement de nodules, la synthèse de leghémoglobine sont
diminués (Hungria et Vargas, 2000). En outre, le mouvement de ces micro-organismes
est entravé (Mahler et Wollum, 1981),induisant la limitation des premières étapes de la
symbiose (Leung et Bottomley, 1994). La diminution de la mobilité des rhizobia dans le
sol limite les processus d’infection (Serraj  et al ., 1999).

L'effet du stress hydrique sur la symbiose dépend généralement de la phase de la
croissance et de développement de la plante, mais aussi de la sévérité de la contrainte
hydrique (Zahran, 1999). Un stress hydrique modéré réduit seulement le nombre de nodules
formés sur des racines de soja, alors qu’un stress sévère réduit le nombre et la taille des
nodules (Williams  et al ., 1984).La nodulation et la fixation d'azote est plus sensible au
stress hydrique pendant la phase végétative que la phase reproductrice(Pena-Cabriales
et al ., 1993).

Zahran  et al  . (1994), ont montré que les rhizobia exposés à un stress osmotique
ont eu comme conséquence une altération de leur membrane lipopolysacharide, qui est
impliquée dans le processus de reconnaissance entre le rhizobia et la plante hôte. Le
processus d’infection des racines de légumineuses par les rhizobia et de la formation
du cordon d’infection est sérieusement inhibé par le stress hydrique (Graham, 1992).
Les deux partenaires et toutes les étapes de l’établissement de la symbiose Rhizobia-
légumineuse sont sensibles au stress hydrique (Serraj   et al ., 1999). Les souches de
rhizobia à croissance rapide sont plus sensibles au stress hydrique par rapport aux souches
à croissance lente (Sprent, 1971).

La fixation symbiotique de l’azote est fortement affectée par le déficit hydrique, à
cause de la réduction de la leghémoglobine dans les nodules, de la diminution de l’activité
spécifique des nodules et de la réduction de nombre et poids sec des nodules (Reddy  et al
., 2003). Le stress hydrique retarde aussi la formation des nodules chez les légumineuses
(Reddi et Reddy, 1995). La réduction de nombre de nodules a été également observée chez
la fève et le haricot exposés au stress hydrique (Sangakkara  et al ., 1996).Les nodules
déterminés sont plus sensibles au stress hydrique par rapport aux nodules indéterminés
(Serraj  et al ., 1999). Smith  et al . (1988) ont montré une diminution de la masse du nodule
de l'haricot et du soja soumis au stress hydrique.

Plusieurs études montrent que la diminution de la fixation symbiotique de l'azote sous
stress hydrique ne s'explique pas par la limitation de l'approvisionnement des nodosités
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en substrats carbonés (Hungria et Vargas, 2000).Dans les nodules de soja, l'activité de la
nitrogénase est presque annulée avec le début du stress hydrique, tandis que la teneur en
hydrates de carbone n'a pas été affectée (Durand  et al ., 1987 ; Fellows  et al ., 1987).

Cette grande sensibilité de la fixation symbiotique de l’azote au stress a été expliquée
par le fait que celui-ci provoque la plasmolyse des cellules corticales des nodosités et leur
tassement, augmentant ainsi leur résistance à la diffusion de l’oxygène vers les bactéroïdes
fixateurs (Guérin  et al ., 1990), ce qui est confirmé par le fait que l’accroissement de
la pression partielle d’oxygène autour des nodosités augmente l’activité de la nitrogénase
(Drevon  et al ., 1994).

III.1.2. Effet du stress hydrique sur l’assimilation de l’azote
L’assimilation de l’azote est aussi affectée par le stress hydrique, en relation avec la
photosynthèse et le flux de la sève dans la plante. Mais pour les légumineuses, cette
deuxième voie de la nutrition azotée semble moins sensible au déficit hydrique que la
fixation symbiotique de l’azote. Dubey et Pessarakli (2001)ont montré que l’absorption
et l’assimilation de l’azote diminuent chez des plantes soumises à un stress hydrique. La
diminution de l’assimilation de l’azote est expliquée par la réduction de l’activité de nitrate
réductase (Reddy   et al ., 2003).

Le stress hydrique diminue l'activité de la nitrate réductase à différents stades de
développement chez la plupart des espèces cultivées, cependant cette activité reste élevée
dans les plantes fortement fertilisées par rapport aux plantes faiblement fertilisées (Dubey
et Pessarakli, 2001).

Les travaux de Ashref et Iram (2005), effectués sur le haricot et le sesbania, montrent
que le stress hydrique réduit significativement l’activité de la nitrate réductase ; cette
réduction est plus élevée dans les feuilles et nodules du haricot.

Plusieurs propositions ont été émises pour expliquer la diminution de l'activité nitrate
réductase sous l'effet du stress hydrique. La diminution de l'activité nitrate réductase est

principalement due à la diminution du flux de NO3 -, mais pas à la diminution du potentiel
hydrique foliaire (Shaner et Boyer, 1976). L'application d'engrais azotés aux plantes

soumises à un stress hydrique améliore nettement l'absorption de NO3 -, alors que l'activité
nitrate réductase reste faible (Dubey et Pessarakli, 2001).

La fixation de l’azote est beaucoup plus sensible au déficit hydrique que l’assimilation
du nitrate. En effet, la fixation de l’azote baisse très rapidement pour un potentiel hydrique
foliaire de – 0,74MPa puis s’annule pour un potentiel de – 1,58 MPa, alors que l’activité de
nitrate réductase baisse plus tardivement pour un potentiel hydrique foliaire voisin de – 1,6
MPa (Obaton  et al ., 1994).

III.1.3. Effet du stress hydrique sur la morphologie et la physiologie de la
plante
Au niveau de la plante entière, l’effet du stress hydrique se manifeste par la diminution de
la croissance, de la photosynthèse et par l’altération du métabolisme carboné et azoté.

La croissance est l'un des processus physiologiques le plus sensible au stress hydrique,
cela est dû à la baisse du potentiel de turgescence (Shao  et al ., 2008). Le stress hydrique
réduit considérablement le développement et la croissance des cellules (Jalleel  et al .,
2007).
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La croissance de la partie aérienne, et surtout celle des feuilles, est généralement plus
sensible que celle des racines (Mahajan et Tuteja, 2005).Chez le maïs la croissance des
feuilles est fortement réduite lorsque le potentiel hydrique atteint – 0,45 MPa, et totalement
inhibée, à –1,00 MPa. En même temps, la croissance des racines est normale, jusqu’à –
0,85 MPa, et n’est pas totalement inhibé à des valeurs de – 1,4 MPa (Westgate et Boyer,
1985).

Shao   et al . (2008) sur Abelmoschus esculentum montrent que le stress hydrique
diminue la longueur des racines et des tiges, la surface foliaire, nombre de feuilles par
plant, la longévité des feuilles et la biomasse verte et sèche. En revanche, Pandey  et al .
(1984) indiquent que l’arachide soumis à un stress hydrique développe un système dense
et pivotant par rapport aux autres légumineuses.

Peacock   et al . (1990), ont remarqué que, durant la levée, la sécheresse provoque
la mortalité des jeunes plants. Le taux de mortalité sera davantage plus élevé si le manque
d’eau est associé à des températures excessivement élevées surtout lors de l’apparition
des premières feuilles. Ainsi, son application durant la phase de germination et de post-

levée provoque une diminution de la densité de plants/m2 à cause du dépérissement d’un
certain nombre de plants.

Plusieurs études montrent que, le stress hydrique a un effet défavorable sur les relations
hydriques, photosynthèse, nutrition minérale, métabolisme, la croissance et le rendement
de l’arachide (Reddy   et al ., 2003). La teneur relative en eau, la résistance stomatique, le
potentiel hydrique foliaire, le taux de transpiration, la température du couvert végétal sont
des paramètres importants qui influencent les relations hydriques chez l'arachide (Reddy   et
al ., 2003). Chez les plantes d’arachides soumises à un stress hydrique, la TRE est de l’ordre
de 30 % par rapport aux plantes non stressées qui ont une TRE de l’ordre de 85-90 % (Babu
et Rao, 1983). Black   et al . (1985), ont montré, que le stress hydrique diminue le potentiel
hydrique foliaire, le potentiel de turgescence et la conductance stomatique, cependant,
cette dernière est plus affectée que le statut de l'eau foliaire. Le potentiel hydrique foliaire,
le taux de transpiration et le taux de photosynthèse ont diminué progressivement avec
l'augmentation de la durée de stress hydrique (Subramaniam et Maheswari, 1990).

Babu et Rao (1983),ont examiné l'effet de la durée du stress hydrique (35 jours)

sur l'arachide entre 20ème et le 55ème jours après le semis ; sans restriction hydrique,
le potentiel hydrique foliaire varie entre – 0,15 et – 1,15 MPa à 6,00 AM et 4,00 PM
respectivement. La teneur relative en eau varie entre 100 % et 87 % pendant le premier jour
du stress hydrique. A la fin de cette durée de la contrainte hydrique, le potentiel hydrique
foliaire était de l’ordre de – 5 MPa, et la teneur relative en eau enregistrée était 29,7 %.
Bhagsari   et al . (1976), ont observé une forte réduction de la photosynthèse et de la
conductance stomatique quand la teneur relative en eau de l'arachide diminué de 80 à 75
%. Le développement des feuilles est plus sensible au stress hydrique que la fermeture
de stomates. Le stress hydrique diminue la surface foliaire par le ralentissement de
développement des feuilles et par la réduction de l’approvisionnement des carbohydrates.
Un stress hydrique sévère diminue le niveau de chlorophylle a et b (Yordanov  et al ., 2000) .
La diminution de la teneur en chlorophylles est expliquée par l’inhibition de leur synthèse
(Reddy   et al ., 2003). Le stress hydrique n’a pas un effet seulement sur la diminution de
la teneur en chlorophylle, mais aussi sur la désorganisation des membranes de thylakoïdes
(Ladjal  et al ., 2000).

Lors d’un déficit hydrique, l’activité physiologique de la feuille, et plus particulièrement
la photosynthèse, est affectée. La réduction de la photosynthèse, est liée à la diminution de
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la conductance stomatique et de la surface foliaire. Le stress hydrique induit la fermeture
des stomates, avec pour conséquence une diminution de la conductance à la diffusion du
CO2, qui se répercute négativement sur le taux de la photosynthèse (Reddy   et al ., 2003 ;
Athar et Ashraf, 2005 ; Mahajan et Tuteja, 2005).

La diminution du taux de la photosynthèse foliaire est expliquée par : (i) la diminution
de la teneur relative en eau et aussi du potentiel hydrique foliaire (Lawlor et Cornic, 2002) ;
(ii) la fermeture des stomates (Cornic, 2000) ; (iii) l'affaiblissement métabolique (Tezara
et al ., 1999 ; Lawson  et al ., 2003) ; (iv) déséquilibre entre la lumière captée et son
utilisation (Foyer et Noctor, 2000). La fermeture des stomates est généralement la cause
déterminante principale de la réduction de la photosynthèse sous l’effet d’un stress hydrique
(Cornic, 2000). Elle diminue la concentration interne en CO2, qui empêche le métabolisme
photosynthétique. La fermeture des stomates est progressive en fonction de la sévérité du
stress hydrique. Il est bien connu que la teneur en eau des feuilles est influencée toujours par
la conductance stomatique et une bonne corrélation entre le potentiel hydrique des feuilles
et la conductance stomatique a été établie sous l'effet du stress hydrique (Ramachandra
Reddy   et al ., 2004).

La plante se comporte comme un système biologique dont les caractéristiques
physiologiques changent avec l’état hydrique. L’effet dépressif du stress hydrique sur la
plupart des processus physiologiques et métaboliques de la plante se répercute sur les
composantes du rendement, le rendement lui-même, ainsi que sa qualité (De Raissac,
1992). Des études sur le tournesol montrent que, les composantes du rendement, tels que
le nombre de graines, le nombre de fleurons, sont fortement diminués sous l'effet d’un stress
hydrique (Shao  et al ., 2008).

Comme le montrent les travaux de Meisner et Karnok (1992) effectués sur l’arachide,
l'effet du stress hydrique réduit le taux de production des fleurs par contre le nombre de
fleurs/plant n'est pas affecté, cela à cause de l'augmentation de la durée de floraison.
L’élongation de gynophore est retardée sous l’effet de la contrainte hydrique pendant lequel
le sol devient trop sec pour la pénétration des gynophores, ce qui retarde le développement
des gousses et des graines. Le desséchement du sol au cours de développement des
gynophores diminue le taux de croissance des gousses et des graines de l’ordre de 30 %.
Le développement des gousses est progressivement inhibé par l’effet du stress hydrique à
cause de l’insuffisance de la turgescence cellulaire et le manque de carbohydrates (Reddy
et al ., 2003).

III.2. Mécanismes d’adaptation à la sécheresse
Face à la sécheresse, l’unique issue offerte à la plante cultivée est la préservation d’un
état hydrique compatible avec le maintien de l’ensemble des fonctions physiologiques. Pour
cela, les plantes ont recours à des comportements qui leur permettent de survivre à des
situations de déficit hydrique par des méthodes d’adaptation (De Raissac, 1992). Ces
méthodes leur permettent de préserver l’intégrité de leurs fonctions physiologiques et de
leur assurer un état productif et de survie. En effet, le caractère adaptatif d’une plante doit
non seulement lui permettre de survivre, mais aussi de se reproduire et de pérenniser dans
son environnement.

En réponse au déficit hydrique, une panoplie de stratégies ont été développées par
différents génotypes et dépendent en particulier de la nature des pressions de sélections
subies au cours de l’évolution. Jones (1992) a défini et établi une classification des
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stratégies d’adaptation des plantes à la sécheresse : la première consiste à « éviter » le
stress hydrique et l’autre à le « tolérer ».

III.2.1. Evitement
La première façon d’éviter la sécheresse est l’esquive (Drought escape). L’esquive permet
à la plante de réduire ou d’annuler les effets de la contrainte hydrique par une bonne
adaptation de son cycle de culture à la longueur de la saison des pluies. La variabilité
génétique pour la longueur de cycle est généralement importante dans les plantes et
plus particulièrement chez les espèces à floraison indéterminée comme l’arachide. Le
développement phénologique rapide avec une floraison précoce, permet à la plante d’éviter
les périodes sèches. Cette stratégie appliquée aux espèces cultivées a amené à décaler
la date de semis et/ou à sélectionner des variétés plus précoces permettant d’éviter les
déficits hydriques de fin de cycle (Fukai et Cooper, 1995 ; Monneveux, 1997 ; Hopkins,
2003 ; Tardieu, 2004). Le rendement de nombreuses variétés a été amélioré grâce au
raccourcissement des longueurs de cycle (précocité) et ceci chez pratiquement toutes les
espèces cultivées annuelles (Turner, 2001), sur les légumineuses (Subbarao   et al ., 1995),
comme sur les céréales (Fukai et Cooper, 1995 ; Fukai   et al ., 1999). Ce mécanisme
est particulièrement efficace dans les environnements avec déficits hydriques fréquents en
fin de cycle.

La deuxième façon d’éviter la sécheresse est la capacité de la plante à maintenir
un état hydrique élevé (Blum, 2005). La stratégie de l’évitement (Drought avoidance) est
essentiellement liée, d’une part, à la réduction de la transpiration et d’autre part, à une
optimisation de l’absorption d’eau par les racines. (Monneveux et Belhassen, 1996 ; Liu
et al ., 2005). La diminution de la transpiration est principalement liée à la fermeture des
stomates. Il s’ensuit une chute de l’assimilation de CO2 donc une baisse de production de
biomasse. Elle peut être due également à une diminution des surfaces évaporantes. Parmi
les mécanismes permettant de réduire la transpiration, la réduction de la surface foliaire et la
diminution de la conductance stomatique jouent un rôle déterminant (Tardieu, 2005). Lors
de sécheresses précoces, la réduction de la surface foliaire est associée à une diminution
de l’expansion foliaire plus qu’à une sénescence accélérée des feuilles.

La régulation de la conductance stomatique reste le mécanisme majeur intervenant
à court terme pour limiter les pertes d’eau. Le potentiel hydrique foliaire sera maintenu
d’autant plus longtemps que la fermeture des stomates est précoce (Turner, 1997). Les
génotypes à faible conductance sont plus sensibles au déficit hydrique que les génotypes
à forte conductance. Une faible conductance est généralement proposée comme un critère
de sélection pour la résistance des plantes à la sécheresse (Jones, 1979, 1980, 1987 ;
Turner, 1979, 1982, 1986, cités par Ludlow et Muchow, 1990).

De nombreuses plantes adaptées aux zones arides ne contrôlent que très peu leurs
pertes en eau par transpiration, mais possèdent un enracinement très profond capable
d’extraire l’eau du sol. Un système racinaire capable d’extraire l’eau du sol est un critère
essentiel pour la résistance à la sécheresse. Cette caractéristique revêt une importance
particulière sur les cultures qui subissent régulièrement des déficits hydriques de fin de
cycle (Khalfaoui   et al ., 1990 ; Subbarao   et al ., 1995). Son impact sur le rendement
est particulièrement élevé car elle intervient directement dans l’efficience de l’utilisation de
l’eau en conditions de stress. La majorité des résultats reportés montre une corrélation
positive entre la profondeur d’enracinement et le rendement en grain notamment chez
l’arachide (Ketring, 1984 ; Wright   et al ., 1991). Cependant deux types de raisons
limitent beaucoup l’utilisation des critères racinaires par les sélectionneurs (Turner  et al
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., 2001) : L’impraticabilité du criblage au champ pour cette caractéristique sur une grande
échelle et la difficulté de corréler des observations au champ à celles qui sont faites en
pots. L’absence d’une compréhension précise du rôle exact des racines en conditions de
ressources hydriques limitées est un autre facteur limitant à la mise en place d’un système
de criblage économe et efficace.

III.2.2. Tolérance
La tolérance (Drought tolerance) est la stratégie qui permet à la plante d’assurer ses
fonctions physiologiques malgré une réduction de son état hydrique. Le maintien de
la turgescence lors d’un déficit hydrique permet de retarder la fermeture des stomates
(Mojayad et Planchon, 1994), de maintenir le volume chloroplastique (Gupta et Berkowitz,
1987), et de réduire le flétrissement foliaire (Jones et Turner, 1980). Cette aptitude confère
à la plante une meilleure tolérance au déficit hydrique interne (Ludlow  et al . 1983).

Cette tolérance au déficit hydrique interne permet un fonctionnement prolongé de la
photosynthèse. Les produits carbonés peuvent alors être utilisés autant pour l’ajustement
osmotique que la croissance racinaire. Une autre conséquence du maintien du métabolisme
carboné sera une diminution de la fréquence des épisodes de photo-inhibition. L’ajustement
osmotique est l’un des mécanismes de tolérance au stress hydrique (Bray, 1997 ; Babu et
Henry, 2006). Dans ce processus, les plantes diminuent leur potentiel osmotique cellulaire
par l'accumulation des solutés, cette diminution de potentiel osmotique permet la rentrée de
l’eau à l’intérieur des cellules qui augmente le potentiel de turgescence (Mahajan et Tuteja,
2005).

Lors de l’ajustement osmotique la plante accumule au niveau de cytoplasme certains

solutés tels que les ions inorganiques (K+), composés contenant l’azote (proline, acides
aminés), les polyamines et les composés d'ammonium quaternaires (glycine bétaïne)
(Tamura  et al ., 2003).Autres osmolytes sont produits en réponse au stress hydrique tels
que sucrose, polyols, pinitol et les oligosaccharides.L’application de la proline et de glycine
bétaïne exogènes jouent un rôle majeur dans la tolérance des plantes au stress hydrique
(Ashraf et Foolad, 2007). Les osmolytes jouent un rôle dans la stabilisation des membranes
et le maintien de la conformation des protéines à des potentiels hydriques foliaires faibles
(Ramachandra Reddy   et al ., 2004), comme ils jouent un rôle majeur dans la protection
des cellules par la scavenging des molécules réactives d’oxygènes (Pinhero  et al ., 2001).
La proline est également connue pour être impliquée dans la réduction des dommages au
niveau des membranes de thylakoïdes par scavenging et/ou réduction de la production de
l'oxygène singulier (Ashraf et Foolad, 2007). La glycine bétaïne joue un rôle important dans
la protection des enzymes et des membranes et aussi dans la stabilisation des complexes
protéiques du photosystème II (Papageorgiou et Morata, 1995).

Dans les conditions de stress hydrique, la synthèse de l’acide abscissique (ABA)
joue un rôle majeur dans la tolérance des plantes à cette contrainte (Shinozaki et
Yamaguchi-Shinozaki, 1999). L’acide abscissique (ABA), qualifié « d’hormone de stress »,
est impliqué dans la communication entre des racines soumises à un stress hydrique et les
feuilles. La synthèse et l'accumulation des osmolytes changent selon les espèces et même
aussi chez la même espèce selon les variétés (Ramachandra Reddy  et al ., 2004).
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Figure 2 : Les mécanismes physiologiques, biochimiques et moléculaires
de tolérance à la sécheresse (Ramachandra Reddy   et al ., 2004).
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Matériel & Méthodes

1. Site expérimental
Notre expérimentation a été réalisée au niveau de la station expérimentale de l'Institut
National Agronomique dans une serre en verre orientée dans le sens Nord-Sud, dont les
caractéristiques géographiques sont :latitude 36° 43’ Nord, longitude 30° 8’ Est, altitude  50
m, étage climatique Sub-humide à hiver doux.

2. Conditions expérimentales

2.1. Conditions climatiques
L’expérimentation a été réalisée sous abri afin d’éviter les apports d'eau non contrôlés par
les pluies, et de mieux maîtriser les quantités d'eau données aux plantes par la méthode
du bilan hydrique.

Pour mieux contrôler les conditions climatiques (température) dans la serre, nous avons
installé un thermomètre. Les températures enregistrées durant la compagne 2007-2008
sont en général un peu plus élevées par rapport à celles enregistrées au niveau de la station
météorologique de l’INA. La température à l’intérieur de la serre enregistrée variée entre 33
°Cet 37 °C pendant tout le cycle de développement de la culture.

2.2. Conditions édaphiques
Les analyses du sol de notre expérimentation ont donné les résultats reportés dans le
tableau 3.

Tableau 2 : Caractéristiques physico-chimiques du sol
Détermination des besoins en eau de la culture
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Les besoins en eau de la culture sont déterminés par la méthode dite directe en utilisant
les pots comme des cuves lysimétriques, cette méthode se base sur le concept du bilan
hydrique qui se traduit par la formule suivante : Bilan = Apport – Percolation

Dont, Bilan : l'eau consommée (ml), Apport : irrigation (ml), Percolation : l'eau de
drainage (ml).

Figure 3 : Système de contrôle du drainage

3. Matériel végétal
Le matériel végétal consacré à cette étude est composé de cinq populations d’arachides

provenant de la collection de Mme Ghalmi, ces dernières ont été fournies par l’ITCMI.
La dénomination de ces populations correspond au nom des localités d’où elles ont été
prélevées.

Tableau 3 : Caractéristiques des cinq populations d’arachide
Source : ITCMI, 2008

4. Isolats rhizobiens
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Trois isolatsrhizobiens ont été retenus au cours de cette étude, dont deux isolats à
croissance lente et un à croissance rapide. Ces isolats ont été isolés à partir de nodules
d’arachide. D’après le test d’authentification tous sont infectifs.

Tableau 4 : Liste des isolats rhizobiens
Pour la culture et la conservation à court terme des isolats rhizobiens, nous avons utilisé

le milieu YEM.

∙ Test de piégeage

Nous avons procédé ce test pour vérifier l’absence ou la présence des rhizobiade
l’arachidedans notre sol d’expérimentation. D’après les résultats obtenus, aucun nodule n’a
été formé sur le système racinaire de l’arachide, cela nous a confirmés que notre sol ne
contient pas des rhizobia spécifiques vis-à-vis de l’arachide.

∙ Préparation d’inoculum

L’inoculum est obtenu après l’ensemencement par une culture bactérienne récente d’un
milieu de culture YMB reparti à raison de 5 ml dans des tubes à essai, ces derniers ont été
incubés sous agitation rotative à 200 tours/mn à 28°C pendant 5 jours pour les souches
à croissance lente et 48 h pour la souche à croissance rapide. Cette pré-culture a été
ensemencée dans des erlens de 500 ml contenant 100 ml d’YMB. Ces erlens ont été incubés
sous agitation rotative à 200 tours/mn à 28°C jusqu’à l’apparition d’une couleur trouble

correspondant à une concentration cellulaire de 109 cellules/ml de culture pour les souches

à  croissance rapide et 1010 pour les souches à  croissance lente. Cette corrélation est
déterminée par mesure de la densité optique et numération des bactéries vivantes sur YMA

Figure 4 : Nodosités sur plant d'arachide inoculé par l'isolat
rhizobien isolat à croissance rapide ; (B) isolat à croissance lente
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5. Gestion de l’essai
∙ Dispositif expérimental

Le dispositif expérimental adopté est une randomisation totale avec trois répétitions
seulement ; la quantité de semences disponibles ne permettait pas d’envisager plus de
répétitions. Chaque répétition comprend trois facteurs :

Facteur 1 : représente la durée du stress hydrique avec quatre niveaux : (i) témoin ;
(ii) cinq jours de stress (stress faible) ; (iii) dix jours de stress (stress modéré) ; (iv) quinze
jours de stress (stress sévère).

Facteur 2 : représente les cinq populations d’arachides.
Facteur 3 : représente les trois isolats rhizobiens.
Le stade de développement de la culture choisi pour l’application de la contrainte

hydrique est le début floraison, car ce stade s’est avéré plus sensible à la sécheresse
(Reddy  et al ., 2003). Avant l’application du stress hydrique, tous les plants sont conduits
sans restriction hydrique puis stressés par l’arrêt complet de l’arrosage jusqu’à la durée
voulue.

Figure 5 : Comparaison entre un plant témoin et un plant stressé

∙ Mise en place

Le substrat utilisé est un mélange de 50 % du sol prélevé sur 20 cm de profondeur au niveau
de la station expérimentale de l’INA et 50 % du sable de rivière.

Les pots utilisés sont en plastique d’une capacité de 20 kg (diamètre au sommet 31 cm,
diamètre à la base 21 cm et d’une hauteur de 26 cm). La base des pots est perforée à raison
de 5 trous de dimension de 7 mm de diamètre pour faciliter le drainage des eaux excessives.

∙ Inoculation

Les graines d’arachide de chaque population ont été inoculées avant le semis par immersion
pendant trois heures dans un mélange contenant l’inoculum et la tourbe stérile. Elles sont
semées par la suite à raison de deux graines par pot à une profondeur de 3 cm. Juste avant
le semis (24 heures) tous les pots sont irrigués jusqu'au drainage (à la capacité en pot).
Après la levée, nous avons effectué un éclaircissage dont le meilleur plant a été choisi.
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∙ Irrigation

L’irrigation a été effectuée manuellement à l’aide d’arrosoirs. Pour assurer une bonne
uniformité des irrigations, nous avons apporté les quantités d'eau en les répartissant sur
toute la surface du pot. Les quantités d’eau apportées ainsi que percolées ont été mesurées
à l’aide des éprouvettes de 100, 200 et 500 ml.

∙ Traitements phytosanitaires

La surveillance des plantes a permis de signaler la présence de Cicadelle verte (Empoasca
sp), Oïdium et les Chenilles. Pour pallier ces attaques nous avons procédé à l’application
de « Pychlorex » qui est un insecticide total à une dose 2 ml/l, Oxydore (Fongicide) et Bye-
bye qui est un acaricide à une dose de 2 ml/l.

∙ Fertilisation

D’après les résultats d’analyse du sol, notre sol est riche en azote, phosphore et matière
organique pour cela aucun apport d’engrais n’a été appliqué à la culture.

Figure 6 : Vue générale de l’essai

6. Les caractères étudiés

6.1. Caractères morphologiques
∙ Hauteur de la tige (HT)

La hauteur de la tige principale est la distance entre le collet jusqu'à la dernière feuille. Ce
paramètre a été mesuré à l’aide d’une règle graduée.

∙ Surface foliaire (SF)

La surface foliaire est calculée comme suit : 1 cm2 d’un papier glace est pris, puis pesé à
l’aide d’une balance de précision. La forme de la feuille est dessinée sur le même type de
papier, découpée puis pesée. La surface foliaire est déduite par la formule suivante : SF
= MF / MP. Dont, MF : masse du papier découpé, MP : masse de 1 cm2 du papier (Alem
et al., 2002).

∙ Nombre de ramifications (NR)
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C’est le nombre total des rameaux principaux que nous avons compté.

6.2. Caractères physiologiques
∙ Dosage de la proline (PRO)

100 mg de matière végétale sèche sont broyés dans 5 ml de méthanol. L’ensemble est
chauffé au bain-marie à 85°C pendant une heure.

A 1 ml d’extrait de proline sont ajoutés 1 ml d’acide acétique et 1 ml du réactif de
ninhydrine (1,25 g de ninhydrine + 30 ml acide acétique + 7,5 ml d’acide orhophosphorique
85 % + 12,5 ml d’eau distillée). Les tubes sont homogénéisés et placés dans un bain-marie
à 95° C pendant 30 min.

Après refroidissement, 5 ml de toluène sont rajoutés, après centrifugation au vortex
deux phases se développent :

∙ La phase supérieure organique contenant la proline est prélevée.
∙ La phase inférieure aqueuse est éliminée.

Après avoir récupéré de la phase supérieure, nous avons ajouté du Na2SO4 à l’aide d’une
spatule afin d’éliminer l’eau qu’elle contient. Enfin les densités optiques des échantillons
sont lues au spectrophotomètre à une longueur d’onde de 520 nm.

Pour connaître la correspondance entre les densités optiques et les concentrations en
proline, une courbe étalon est réalisée à partir de concentrations croissantes en proline,
préparées à partir d’une solution mère de 100 µg/ml.

∙ Dosage des sucres solubles (SS)

Les sucres sont dosés selon la méthode de Mc Cready   et    al  . (1950). C’est une
méthode colorimétrique basée sur la déshydratation intramoléculaire des oses en milieu
acide (H2SO4 concentré) à chaud. Les dérivés furfuraliques obtenus (5-hydroxyméthyl-
furfural pour les hexoses) se condensent avec l’anthrone pour donner des produits colorés.
Les différences de couleur obtenues (bleu-vert avec les hexoses, rouge avec les pentoses)
donnent une certaine spécificité à la technique.

0.1 g de la matière végétale fraîche sont broyés dans 5 ml d’éthanol bouillant à 80 %.
Après agitation au vortex, le broyat est centrifugé pendant 20 min à 4000 tr/min. L’extraction
est réalisée deux fois. À chaque extraction le surnageant est prélevé et rajouté au précédant
dans un tube et le tout est ajusté à 20 ml par de l’eau distillée.

1 ml d’extrait glucidique (à diluer éventuellement) est ajouté au 2 ml de réactif à
l’anthrone (0,2 g d’anthrone dans 100 ml d’acide sulfurique 91 %, le réactif est préparé le
jour même et conservé à froid et à l’obscurité). Après agitation au vortex et passage au bain-
marie à 100° C pendant 7 min, une coloration vert-bleu est observée. Après refroidissement,
les densités optiques sont lues au spectrophotomètre à une longueur d’onde de 630 nm.

La courbe étalon est réalisée à l’aide de concentrations croissantes en glucose
obtenues à partir d’une solution mère de 100 µg/ml.

∙ Dosage de pigments chlorophylliens (CHL)

Le dosage des chlorophylles est basé sur la méthode de Arnon (1949). 0,1 g de matière
végétale fraîche a été broyé à sec puis dans 10 ml d’acétone (80 %). Le broyat est centrifugé
à 4000 tr/mn pendant 10 mn. Le surnagent qui contient les pigments est récupéré. Les
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densités optiques sont lues aux longueurs d’ondes 663 et 645 nm respectivement pour la
chlorophylle a et b. La teneur en chlorophylles est déterminée selon les équations de Arnon
(1949) :

∙ Chl a = 1,27 DO 663 – 2,7 DO 645 (µg/ml)
∙ Chl b = 22,9 DO 645 – 4,7 DO 663 (µg/ml)

6.3. Caractères biochimiques
∙ Mesure de l’activité réductrice d’acétylène (ARA)

Le dispositif utilisé pour cette mesure est une adaptation de la méthode « in situ » de
Balandreau et Dommergues (1971).  La partie racinaire est isolée de la partie aérienne de
la plante, en couvrant le pot par un sac en plastique bien fermé au niveau du collet. A l’aide
d’une seringue, un volume de 10 ml d’acétylène est injecté dans le pot à travers le sac en
plastique. Après 30 mn d’incubation, un volume de 5 ml du mélange gazeux est prélevé,
stocké dans des tubes venoject. L’éthylène produit est dosé par chromatographie en phase
gazeuse (CPG).

Cette méthode ne peut permettre d’apprécier la quantité d’azote réellement fixée car
elle ne prend pas en compte la production simultanée d’H2 (Schbert et Evans, 1976) ni
l’inhibition de la nitrogénase par C2H2 (Minchin   et al ., 1983) mais la corrélation entre
l’ARA et la quantité d’azote fixée est en général significative (Bergersen, 1970 ; Sinclair,
1973).

ARA (µmols/h/plant) = H éch x V1 x V2 x V5 x 60 x 10  6   / H ethy x 24500 x V2
x V3 x V6 x T

V1 : volume éthylène étalon, V2 : volume injection au chromatographe, V3 : volume
flacon étalon, V4 : Volume venoject, V5 : volume du pot, V6 : volume prélèvement de
l’échantillon, T : temps d’incubation.

∙ Dosage de l’activité nitrate réductase (ANR)

Cette mesure a été réalisée par la méthode « in situ », mise au point par Robin   et al .
(1983). Une feuille des deux feuilles supérieures de la plante, entièrement développées est

placée dans des tubes venoject de 13 ml contenant 0,5 ml de KNO- 3 (0,2 N). L’anoxie est
réalisée en introduisant deux aiguilles creuses de seringues dans les tubes hermétiquement
fermés, permettant le balayage d’azote gazeux sous pression (1,5 Bar). Le balayage est
interrompu après 1 minute par retrait simultané des deux aiguilles. L’obscurité est assurée
par une feuille d’aluminium entourant le tube. Après 30 mn d’incubation, l’extraction du nitrite
est réalisée par addition de 4 ml d’eau distillée bouillante et passage au bain-marie à 100°C
pendant 10 minutes. Le nitrite produit est alors révélé en ajoutant 2 ml de sulfanilamide (10
g/l dans HCl 1,5 N) et 2ml de N-Naphtyl-Ethylène Diamine-Dichlorure (0,2 g/l). Après 10 mn
de réaction la coloration est lue au spectrophotomètre à 540 nm.

ANR (µmols de NO  -   2  /h/MVF) = DO x 60 x V / E x T x P

T : temps d’incubation en minutes, E : coefficient d’absorption molaire pour le nitrite,

spécifique du spectrophotomètre 47,8 x 10-3, P : poids frais du végétal en gramme, V :

volume d’extraction égale 8,5 x 10-3L.
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6.4. Caractères liés à l’état hydrique de la plante
∙ Teneur relative en eau (TRE) 

La teneur relative en eau est calculée selon la formule suivante : TRE = (PF – PS) / (PT-
PS) x 100. Dont, PF : poids frais de la foliole, PT : poids de la turgescence de la foliole,
PS : poids sec de la foliole.

Le poids frais est déterminé par pesée de la feuille immédiatement après son
prélèvement. Le poids à la saturation est obtenu en plaçant la feuille dans l’eau distillée
pendant 24h à 4°C dans l’obscurité. Le poids sec est obtenu en plaçant la feuille à l’étuve
à 80°C pendant 24 h.

∙ Potentiel hydrique foliaire (PHF) 

Ce paramètre a été mesuré sur la dernière feuille du sommet entièrement formée par la
technique de la chambre à pression (Sholander   et al ., 1964). La feuille sectionnée est
introduite dans un bouchon de silicone, le tout est introduit dans la chambre à pression de
sorte que le bout sectionné apparaisse à l’extérieur du couvercle sur une hauteur maximale
de 1,5 cm et on envoie de l’azote sous pression jusqu'à l’apparition de la première goutte de
sève au niveau de la section de la feuille. La pression nécessaire à l’excrétion d’une goutte
de sève est égale, en signe opposé, au potentiel hydrique foliaire du tissu considéré.

∙ Résistance stomatique (RES)

Ce caractère a été mesuré à l’aide d’un poromètre sur les folioles entièrement formées. Ce
paramètre nous indique l’état hydrique des feuilles au cours du stress hydrique.

Figure 7 : Mesure de la résistance stomatique à l’aide d’un poromètre
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Figure 8 : Mesure de la température du couvert végétal par le thermomètre infrarouge

∙ Température du couvert végétal (TCV)

Ce caractère a été mesuré à l’aide d’un pistolet à infrarouge qui indique la température
instantanée du couvert végétal ce qui nous renseigne sur le degré du stress de la plante.

∙ Efficience d’utilisation de l’eau (EUE)

L’efficience d’utilisation de l’eau est un important caractère de tolérance à la sécheresse. Ce
caractère est défini de manière intégrative comme la capacité de la plante à produire une
quantité importante de biomasse en présence d’une quantité d’eau limitée. Ce caractère est
estimé à partir de la relation suivante : EUE = RDT/ETM. Dont,EUE : efficience d’utilisation

de l’eau (Kg/m3), RDT : rendement (Kg/ha), ETM : évapotranspiration maximale (m3/ha).

6.5. Caractères agronomiques
∙ Nombre de gousses/plant (NGP)

C’est le nombre de gousses ayant atteint la maturité complète. Ce paramètre est déterminé
pour chaque plant et pour chaque population.

∙ Rendement (RDT)

L’étude de ce paramètre, nous permet d’avoir une idée sur les potentialités réelles des
populations étudiées. Ce caractère étant la finalité de tout travail de production, il est
également le premier paramètre sur le quel se répercute tous les changements qui affectent
la plante. Le rendement en gousses est obtenu à partir de chaque plant récolté au niveau
de chaque pot.

∙ Matière sèche (MS)

C’est le poids sec des parties aériennes évalué après passage à l’étuve à une température
de 72°C pendant 48h.
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7. Traitement des données
Les données recueillies pour l’ensemble des caractères étudiés ont été soumises à une
analyse de la variance avec le logiciel XLSTAT.L’analyse de la variance effectuée est à
trois critères de classification. Les moyennes sont comparées à l’aide du test de Newman-
Keuls, lorsque cela est nécessaire (différences au moins significatives). Des matrices de
corrélations entre les différents caractères ont été aussi élaborées.

Nous avons effectué aussi une analyse en composantes principales (ACP) avec le
logiciel WINSTAT. Cette méthode statistique essentiellement descriptive ; son objectif est de
voir comment se structurent nos variables, quelles sont celles qui sont associées et celles
qui ne le sont pas ? et/ou comment se répartissent nos individus : quels sont ceux qui se
ressemblent et ceux qui sont dissemblables ?
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Résultats & Discussions

I. Effet du stress hydrique sur les caractères
morphologiques

I.1. Hauteur de la tige
Les résultats de variation de la hauteur de la tige en fonction des couples symbiotiques et
des traitements hydriques sont présentés dans la figure 9. Cette figure montre que, chez
toutes les associations symbiotiques, l’augmentation de la durée du stress s’accompagne
d’une diminution de la hauteur de la tige.

Figure 9 : Variation de la hauteur de la tige chez les
couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Les couples symbiotiques conduits en conditions hydriques non restrictives en eau
enregistrent les meilleures hauteurs de la tige par rapport aux autres traitements hydriques.
La hauteur de la tige la plus élevée (23 cm) est enregistrée chez le couple symbiotique
SA3-TON. Les couples symbiotiques SA2-BER et SA2-TIM enregistrent la faible hauteur
végétative (18 cm).

L’application d’une contrainte hydrique faible entraine une diminution de la hauteur
végétative. Nous remarquons une variabilité de réponse entre les différents couples
symbiotiques. Le couple symbiotique SA3-OUM présente la plus forte hauteur de végétation
(18,25 cm) alors que SA2-NIG enregistre la plus faible hauteur végétative (15 cm).

Après dix jours de stress, l’effet devient plus marqué et se traduit par une baisse de
30,63 % par rapport à l’ETM. A la fin de cette contrainte, c’est l’association symbiotique SA3-
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BER qui présente la hauteur de la tige la plus importante (15 cm). Par contre la population
Timimoun inoculée par l’isolat SA2 semble plus sensible et enregistre la plus faible hauteur
végétative (12 cm).

Le traitement hydrique sévère, provoque une diminution importante de la hauteur de la
tige avec une moyenne de 9 cm. Malgré la sévérité du stress, le couple symbiotique SA3-
TON demeure celui qui détient la plus grande hauteur de la tige (11,67 cm). La population
nigérienne inoculée par l’isolat SA2 est plus affectée par la sécheresse et enregistre la plus
faible hauteur de végétation (7,82 cm).

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe I.1).

Discussion
L’effet dépressif du stress hydrique sur la hauteur de la tige a été signalé par plusieurs
auteurs chez différentes espèces notamment Populus sp (Nicholas, 1998), Trifolium repens
L.et Lolium perenne L. (Lucero   et al ., 1999), Vicia faba L. (Mwanamwenge   et al .,
1999),Eucalyptus microtheca (Marron   et al ., 2002), Medicago sativa L. (Lazali, 2006 ;
Loussaief   et al ., 2008), Cicer arietinum L. (Slim   et al ., 2008), Pennisetum glaucum
L. (Radhouane,2008a).

Amri-Tiliouine (2008), qui a travaillé sur une seule population d’arachide inoculée par
plusieurs isolats rhizobiens a signalé que le stress hydrique d’une semaine n’induit pas
une diminution significative de la hauteur végétative, par contre un stress de cinq semaines
entraine une diminution importante de la hauteur de la tige.

Nos résultats sont en accord avec ceux de Reddy   et al . (2003) qui ont indiqué que
la hauteur de la tige et la surface foliaire de l’arachide sont plus affectées par la contrainte
hydrique.

La réduction de la hauteur de la tige sous contrainte hydrique est expliquée par : (i)
un retard dans la croissance végétative ; (ii) une diminution du nombre des feuilles et du
diamètre de collet (Thakur et Rai, 1982) ; (iii) un déclin de l’agrandissement et la croissance
des cellules (Jallel   et al ., 2008) ; (iv) l’inhibition de la photosynthèseet par conséquent la
réduction des carbohydrates (Munns, 2002).

I.2. Surface foliaire
Les stress hydriques appliqués ont induit une diminution notable de la surface foliaire chez
tous les couples symbiotiques qui s’accentue avec l’augmentation de la durée du stress
(Fig. 10).
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Figure 10 : Variation de la surface foliaire chez les
couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

La surface foliaire du traitement ETM varie entre 13,13 cm2 et 10,27 cm2

respectivement pour les couples symbiotiques SA3-TON et SA2-NIG. La valeur moyenne

enregistrée est de 11,66 cm2. Les meilleures surfaces foliaires sont observées chez les
populations d’El-Kala inoculées par l’isolat SA3. Par contre, les populations Timimoun et
Niger inoculées par l’isolat SA2 enregistrent les plus faibles surfaces foliaires.

En condition de déficit hydrique de faible durée, nous avons observé une réduction de
la surface foliaire par rapport au témoin. Le pourcentage moyen de diminution est de 26,24
% par rapport à l’ETM. La meilleure surface foliaire est notée chez SA3-OUM avec une

valeur de 10 cm2. La population saharienne Timimoun  inoculée par l’isolat SA2 présente

la plus faible surface foliaire (7,13 cm2).
Un stress de dix jours entraine une baisse importante de la surface foliaire (51,20 % par

rapport au témoin). La population Berrihane inoculée par l’isolat SA3 maintient la surface

foliaire la plus grande (6,80 cm2) tandis que la population nigérienne inoculée par SA2 est

plus affectée par cette contrainte (4,20 cm2).
Une diminution frappante de la surface foliaire a été observée après l’application d’un

stress sévère. La population Oum-Tboul inoculée par l’isolat SA2 devient cette fois celle

qui est la plus affectée par la sécheresse, et ce avec une surface foliaire de 1,15 cm2. La

population Tonga-Ouest inoculée par l’isolat SA3 enregistre une surface foliaire de 4 cm2

qui traduitune tolérance de ce couple aux conditions contraignantes.
En comparant le témoin aux autres traitements,la surface foliaire diminue de 26 % sous

une contrainte faible, de 51 % lors de l’application d’un stress modéré et de 76 % pour un
stress sévère.
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L’analyse de la variance a montré une différence significative au seuil de 0,1 % entre
les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe I.2).

Discussion
Les contraintes hydriques appliquées induisent la réduction de la surface foliaire suivant la
sévérité de déficit hydrique. Nous remarquons la sensibilisé des populations inoculées par
l’isolat SA2 à cause des faibles surfaces foliaires enregistrées. Le maintien des meilleures
surfaces foliaires chez les populations inoculées par l’isolat SA3 peuvent indiquer un
caractère de tolérance à la sécheresse.

Nos résultats sont en accord avec ceux trouvés par plusieurs auteurs sur de
nombreuses espèces notamment Vicia faba L. (Mwanamwenge   et al ., 1999), Eragrotis
curvula (Colom   et al ., 2001), Sorghum (Yadav   et al ., 2005), Medicago polymorpha L.
(Mefti  et al ., 2006), Hedysarum carnosum Desf (Tibaoui   et al ., 2006), Medicago sativa
L. (Loussaief   et al ., 2008), Pennisetum glaucum L. (Radhouane,2008a).

Pane et Goldstein (2001) sur l’arachide ont montré que le stress hydrique sévère
diminue le poids et la surface des feuilles. Les mêmes constatations ont été rapportées par
(Chung  et al ., 1997). Yadav   et al . (2005) ont observé une réduction de la surface foliaire
avant même la diminution de la conductance stomatique.

La réduction de la surface foliaire semble être une réponse immédiate à la sécheresse,
puisque les pertes ont été enregistrées dès l’application de la contrainte hydrique faible.
Cette perte de la surface du limbe peut résulter d’un ralentissement de la croissance des
jeunes feuilles, comme elle peut être également causée par l’accélération de la sénescence
des feuilles. Ces modifications morphologiques des feuilles ont pour rôle de limiter les pertes
d’eau par transpiration (Noitsakis et Tsiouvaris, 1990 ; Kalil et Grace, 1992 ; Tiercelin,
1998).

Boyer (1968) rapporte que la réduction de la surface foliaire provient d’une diminution
de l’expansion foliaire et/ou d’une sénescence accélérée de la feuille. Chez le tournesol, la
croissance foliaire est stoppée très rapidement par un déficit hydrique, puisqu’elle intervient
à des potentiels hydriques foliaires de – 0,4 MPa.

Selon Arrandeau (1989), la réduction de la surface foliaire tend à minimiser les pertes
en eau par transpiration, mais elle peut aussi provoquer une diminution des rendements
à cause de la réduction de la capacité photosynthétique (Bidinger et Witcombe, 1989 ;
Rucker  et al ., 1995 ; Srivastava  et al ., 2007).

Saadallah  et al . (2001) ont montré clairement que la tolérance à un déficit hydrique
de certaines variétés de pois repose particulièrement sur leur aptitude à maintenir une
surface foliaire plus importante et à développer un système radiculaire plus abondant et
plus efficace.

La réduction de la surface foliaire sous l’effet du stress hydrique est très souvent
associée à un mécanisme d’évitement de la contrainte hydrique (Keim et Kroustard, 1981
; Fussel  et al , 1991).

I.3. Nombre de ramifications
Les résultats de la variation du nombre de ramifications en fonction de différents couples
symbiotiques et des traitements hydriques sont présentés dans la figure 11. L’allure
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générale des histogrammes montre l’effet pénalisant du manque d’eau sur ce paramètre
morphologique chez toutes les associations symbiotiques.

Figure 11 : Variation du nombre de ramifications chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Chez les couples symbiotiques conduits en ETM, le nombre de ramifications est plus
important (7,28 rameaux/plant). Il varie entre 8,67 rameaux/plant et 5,78 rameaux/plant
respectivement pour les associations symbiotiques SA1-TON et SA2-NIG.

L’arrêt de l’arrosage pendant cinq jours réduit le nombre de ramifications chez tous les
couples symbiotiques. Le nombre de ramifications moyen noté est de 6,13 rameaux/plant,
soit une chute de 15,79 % par rapport à l’ETM.

Après un stress de dix jours sans irrigation, le nombre de ramifications est fortement
diminué. Le meilleur nombre de ramifications (4,87 rameaux/plant) est enregistré chez le
couple symbiotique SA3-TON. Les populations Timimoun et Niger inoculées par l’isolat SA2
sont plus affectées par cette contrainte avec une diminution du nombre de ramifications
plus de 49 %.

L’augmentation de la sévérité du stress s’accompagne par une réduction continue du
nombre de ramifications jusqu'à atteindre une valeur de 2 rameaux/plant. L’association
symbiotique SA3-BER présente un nombre de ramifications plus important (2,66 rameaux/
plant) tandis que SA1-TIM enregistre le plus faible nombre de ramifications (1,15 rameaux/
plant).

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe I.3).

Discussion
Nous avons pu démontrer que les plants bien alimentés en eau ont un très fort
développement végétatif. Leur productivité se trouve donc améliorée par une formation
importante de rameaux. Par contre, une restriction hydrique entrave significativement
l’apparition de nouvelles pousses.
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La réponse des quinze couples symbiotiques au déficit hydrique est différente. Les
populations d’El-Kala (Tonga-Ouest, Berrihane et Oum-Tboul) inoculées par l’isolat SA3 et
SA2 semblent moins sensibles que le reste des associations symbiotiques.

Nos résultats rejoignent ceux de plusieurs travaux qui ont montré l’effet négatif de la
contrainte hydrique sur la limitation du nombre de ramifications. En effet, Chabouti (1999),
sur trois espèces de luzerne annuelle, a trouvé que le nombre de ramifications primaires
diminue significativement sous l’effet de la contrainte hydrique. Semiani (1997) sur le blé dur
indique que l’effet de déficit hydrique se traduit par une baisse de nombre de talles formées.

A la lumière des résultats obtenus, nous pouvons dire que l’apparition des nouveaux
rameaux est significativement influencée par le déficit hydrique. Sans restriction hydrique,
un plant d’arachide produit en moyenne 7,28 rameaux/plant ; mais, sous la contrainte
hydrique, il ne donne en moyenne que 4 rameaux/plant, soit une diminution de 45 % par
rapport au témoin.

II. Effet du stress hydrique sur les caractères
physiologiques

II.1. Accumulation de la proline
La durée du stress hydrique induit une augmentation notable des teneurs en proline dans
les feuilles des différentes associations symbiotiques (Fig. 12). En effet, plus la durée de la
contrainte hydrique augmente, plus les teneurs en proline accumulées sont importantes.

Figure 12 : Variation de la teneur de la proline chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour le traitement ETM, la synthèse de la proline est très faible comparativement aux
autres traitements. Le couple symbiotique SA3-TON se caractérise par la plus forte teneur
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en proline (0,47 mg/g MVS). La plus faible teneur est notée chez la population nigérienne
inoculée par l’isolat SA2 (0,26 mg/g MVS). La teneur moyenne est de 0,36 mg/g MVS.

Après cinq jours de stress, l’accumulation de la proline enregistrée est de 0,45 mg/g
MVS, soit une augmentation de 33 % par rapport au témoin. La plus importante teneur de
la proline est enregistrée chez la population Oum-Tboul inoculée par l’isolat SA3 avec une
valeur de 0,70 mg/g MVS. La population saharienne Timimoun inoculée par l’isolat SA2
enregistre la plus faible valeur (0,35 mg/g MVS).

L’arrêt de l’arrosage pendant dix jours induit une accumulation importante de la proline
(0,97 mg/ g MVS), soit une augmentation de 63 % par rapport au témoin. La population
Berrihane inoculée par l’isolat SA3 accumule la plus forte teneur en proline (1,21 mg/g MVS),
par contre, le couple symbiotique SA1-NIG ne semble pas réagir comme les autres et se
caractérise par une faible teneur en proline (0,73 mg/g MVS).

L’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours provoque un stress sévère qui se traduit
par une forte accumulation de la proline.La teneur moyenne enregistrée est quatre fois
supérieure par rapport au témoin. Les teneurs de la proline accumulées pendant cette
contrainte oscillent entre 1,24 mg/g MVS et 1,71 mg/g MVS respectivement pour les couples
symbiotiques SA2-BER et SA3-TON.

L’accumulation de la proline est proportionnelle à la sévérité du stress hydrique. En
effet, dans le traitement non restrictif en eau la quantité de la proline synthétisée est faible
(0,36 mg/g MVS). Elle atteint des valeurs de 0,54 mg/g MVS, 0,97 mg/g MVS et 1,59 mg/g
MVS respectivement après cinq, dix et quinze jours sans arrosage.

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et traitements hydriques (annexe II.1).

Discussion
Les acides aminés sont nécessaires au métabolisme et au développement des plantes
supérieures. La proline est le plus stable des acides aminés, résistant à l’oxydation et à
l’hydrolyse acide. C’est une molécule organique, cyclisée, la plus largement distribuée dans
les plantes. Plusieurs travaux ont montré une corrélation entre l’accumulation de la proline
et la tolérance des plantes au déficit hydrique notamment (Djabbar, 2008).

Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés par plusieurs chercheurs chez
différentes espèces. En effet, Hsu  et al . (2003) ont observé une augmentation de
la concentration de la proline dans les feuilles de riz soumises à un stress hydrique.
Les résultats obtenus par Manivannan  et al . (2007) sur cinq variétés de tournesol,
montrent une accumulation significative de la proline dans les feuilles, tiges et racines chez
toutes les variétés soumises à un stress hydrique. Cependant, cette accumulation est plus
importante dans les racines par rapport aux feuilles et tiges. Selon Reddi et Reddy (1995),
l’accumulation de la proline chez l’arachide est considérée comme un indicateur du stress
hydrique. Certains auteurs Singh  et al . (1973) pensent que les quantités accumulées
pourraient être liées au niveau de tolérance aux stress.

La synthèse de la proline sous stress abiotique chez plusieurs espèces a été corrélée
positivement avec la tolérance à cette contrainte. Elle est généralement plus haute dans
les plantes tolérantes que dans les plantes sensibles (Nayyar et Walia, 2003). En outre,
la synthèse de l'acide abscissique (ABA) sous l'effet d'un stress hydrique joue un rôle
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déterminant dans la régulation de l'expression du gène P5CS impliqué dans la synthèse de
la proline (Xiong  et al ., 2001).

De nombreux travaux rapportent que la proline est synthétisée au niveau des feuilles et
transportée vers les sites de résistance aux agressions lesquelles varient selon les espèces,
ainsi, l’ajustement osmotique serait lié à la synthèse et l’accumulation de cet acide aminé
(Matrangelo  et   al ., 2000).

Plusieurs auteurs ont évoqué le rôle joué par cet acide aminé dans la tolérance au
déficit hydrique et que les concentrations de cet osmoticum diffèrent considérablement
d’une espèce à une autre (Monneuveux et Nemmar, 1986). En réponse à la sécheresse
ou à la salinité, l'accumulation de la proline se produit normalement dans le cytosol où elle
contribue à l'ajustement osmotique cytoplasmique (Leigh  et al ., 1981; Binzel  et al ., 1987
; Ketchum  et al ., 1991). En effet, elle agit comme (i) médiateur de l’ajustement osmotique
(ii) protecteur des systèmes enzymatiques et des membranes (iii) une source d’énergie,
de carbone et d’azote, permettant un recouvrement après le stress (Tal et Rosenthal,
1979). Elle pourrait, également, intervenir dans la régulation du pH cytoplasmique (Pesci
et Beffagna, 1984).

La réduction de l’activité proline oxidase pourrait être la raison de l’accumulation de la
proline sous contrainte hydrique (Manivannan  et al . (2007).

II.2. Accumulation des sucres solubles
La variation de la teneur en sucres solubles chez les couples symbiotiques en fonction des
traitements hydriques est présentée dans la figure 13. L’allure générale des histogrammes
montre que la teneur en sucres solubles augmente proportionnellement avec la durée du
stress hydrique.

Figure 13 : Variation de la teneur en sucres solubles chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

La teneur moyenne en sucres solubles accumulée dans les feuilles des couples
symbiotiques témoins est de 7,97 mg/g MVF. Elle oscille entre 10,22 mg/g MVF chez le
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couple symbiotique SA3-OUM et 7 mg/g MVF chez la population nigérienne inoculée par
l’isolat SA2.

L’arrêt de l’arrosage pendant cinq jours entraine une augmentation significative de la
teneur en sucres chez tous les couples symbiotiques. La teneur moyenne enregistrée est
de 10,10 mg/g MVF, soit une augmentation de 21,08 % par rapport au témoin. La population
Tonga-Ouest inoculée par l’isolat SA3 enregistre la plus forte teneur en sucres (14,17 mg/g
MVF). La plus faible valeur est notée chez les couples symbiotiques SA2-NIG et SA2-TIM
avec respectivement 8,12 mg/g MVF et 8,08 mg/g MVF.

Après dix jours sans arrosage, la quantité de sucres accumulée est presque double
par rapport au témoin. Nous remarquons que la teneur en sucres la plus élevée (19,08 mg/
g MVF) est observée chez la population Berrihane inoculée par l’isolat SA3. L’association
symbiotique SA2-NIG garde ainsi sa réputation du couple le plus tolérant à la sécheresse.
Pour cela, il accumule une forte teneur en sucres (11,82 mg/g MVF).

Une forte augmentation des teneurs en sucres solubles a été enregistrée (20,67 mg/g
MVF) sous l’effet de la contrainte hydrique sévère. Le couple symbiotique SA3-TON prend
la tête du classement avec une teneur en sucres de 25 mg/g MVF ; il est suivi par les
couples SA3-OUM, SA1-TON et SA3-BER avec des valeurs plus proches. Le couple SA2-
OUM occupe la dernière position avec une valeur de 17,11 mg/g MVF.

En comparant le traitement ETM avec les autres traitements, nous constatons que la
teneur en sucres synthétisée par les couples symbiotiques conduit en ETM est presque
deux fois inférieure par rapport au traitement modéré et trois fois inférieure par rapport au
traitement sévère (Fig. 14).

L’analyse de la variance a montré une différence significative au seuil de 0,1 % entre
les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe II.2).

Lafigure 15 montre une corrélation négative significative (R = - 0,85) entre la quantité
de sucres accumulée et la teneur relative en eau. La même corrélation a été révélée par la
matrice de corrélation entre ce paramètre et le potentiel hydrique foliaire (annexe VI).

Figure 14 : Evolution de la teneur en sucres solubles en fonction de la durée du stress
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Figure 15 : Corrélation entre la teneur en sucres solubles et la teneur relative en eau
L’évolution de l’accumulation de la proline et des sucres solubles en fonction de la

durée du stress est présentée dans la figure 16. L’allure générale des courbes, montre que
les deux osmoticums évoluent dans le même sens. Un stress hydrique faible induit une
augmentation de 33 % pour la proline et seulement de 21 % pour les sucres solubles. A
la fin du stress sévère, la teneur de la proline accumulée est quatre fois supérieure à celle
du témoin, alors que la quantité de sucres synthétisée n’est que deux fois plus supérieure.
D’après nos résultats, l’accumulation de la proline semble être un meilleur indicateur du
stress hydrique par rapport aux sucres solubles.
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Figure 16 : Evolution de la teneur en sucres soluble
et de la proline en fonction de la durée du stress.

Discussion
Certaines plantes soumises aux contraintes hydriques sont caractérisées par
une accumulation importante d’hexoses (glucose, fructose…). Les sucres solubles
proviendraient également de l’hydrolyse de l’amidon en glucose. En effet, la quantité
d’amidon foliaire diminue pendant la période de stress et augmente à nouveau lorsque
la contrainte est levée. Le stress hydrique semble agir sur l’activité alpha-amylasique qui
est l’enzyme clé de la dégradation de l’amidon. L’accumulation de ces hexoses permet un
ajustement osmotique, qui pourrait contrecarrer la déshydratation cellulaire (Ober   et al .,
2005 ; Chimenti   et al ., 2006).

Le dosage des sucres solubles pourrait donc permettre d’étudier la réponse adaptative
d’une plante cultivée sous stress hydrique. La variation de la teneur en saccharose et en
amidon associée au rendement peut permettre de mieux évaluer et éventuellement de
mieux comprendre la sensibilité d’une variété vis-à-vis d’un déficit hydrique (Hamidou   et
al ., 2005).

Nos résultats sont en accord avec ceux obtenus par plusieurs auteurs sur des espèces
différentes. En effet, Bajji et   al . (2001) sur le blé et Mohsenzadeh   et al . (2006) sur
Aeluropus lagopoides ont montré que la quantité de sucres solubles accumulée dans les
plantes témoins est faible, par contre celle accumulée dans les plantes stressées augmente
proportionnellement avec la sévérité de la contrainte hydrique. Mefti   et al . (2006) sur
Medicago polymorpha a enregistré un taux d’augmentation de sucres solubles de 38,12 %
par rapport au traitement témoin. La synthèse des sucres solubles au niveau de la plante
entière, notamment de sa partie foliaire a été également observée par Kameli et Losel
(1995) et Rekika   et al . (1998) sur le blé. Une accumulation de glucose et de fructose
foliaires et dans une moindre mesure de saccharose a été observée dès l’induction du déficit
hydrique chez le maïs (Pelleschi   et al . 1997).

L’accumulation des solutés compatibles augmente la résistance des plantes aux
différents types de stress telles que la salinité, sécheresse et les températures élevées
(Chen et Murata, 2002). Ils jouent un rôle crucial dans le maintien de pression de la
turgescence et protègent contre la perte d’eau (Yokota   et al ., 2006).

Reddy  et al . (2003) indiquent que l’accumulation des sucres solubles chez l’arachide
augmente le potentiel osmotique et diminue la perte d’eau par les cellules.

II.3. Synthèse des pigments chlorophylliens
∙ Chlorophylle a

Les résultats de la variation de la teneur de chlorophylle a en fonction des couples
symbiotiques et des traitements hydriques sont présentés dans la figure 17. D’une manière
globale, la contrainte hydrique induit une diminution de la teneur de la chlorophylle a.
Cependant, les couples symbiotiques qui ont subi un déficit hydrique sévère sont plus
affectés par rapport aux autres.
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Figure 17 : Variation de la teneur en chlorophylle a chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Les couples symbiotiques qui n’ont subi aucune restriction hydrique enregistrent les
plus fortes teneurs en chlorophylle a (1,90 mg/g MVF) par rapport aux autres traitements.
La valeur la plus élevée (2,03 mg/g MVF) est notée chez l’association symbiotique SA3-
TON, tandis que la population Niger inoculée par l’isolat SA2 enregistre la valeur la plus
faible (1,75 mg/g MVF).

L’arrêt de l’arrosage pendant cinq jours provoque une diminution de la teneur en
chlorophylle a. En effet, la teneur moyenne enregistrée est de 1,77 mg/g MVF, soit une
baisse de 6,84 % par rapport au témoin. Cette teneur varie entre deux valeurs extrêmes :
1,94 mg/g MVF chez le couple symbiotique SA3-BER et 1,65 mg/g MVF chez l’interaction
symbiotique SA2-OUM.

Après dix jours sans arrosage, la teneur en chlorophylle a continue à diminuer jusqu’à
atteindre une valeur de 1,50 mg/g MVF. Pour le classement, le couple symbiotique SA3-
OUM prend la tête avec une valeur de 1,69 mg/ g MVF. La dernière place est occupée par
la population Timimoun inoculée par l’isolat SA2 avec une valeur de 1,37 mg/g MVF.

Une baisse plus prononcée de la teneur en chlorophylle a a été observée suite à
l’application d’un stress sévère. La teneur moyenne enregistrée est de 1,26 mg/g MVF, soit
une baisse de 33 % par rapport au témoin. Le couple symbiotique SA3-TON est moins
affecté par cette contrainte grâce à une forte teneur en chlorophylle a (1,47 mg/g MVF). Par
contre, la plus faible teneur en chlorophylle a (1 mg/g MVF) pourrait traduire probablement
une sensibilité de la population nigérienne inoculée par l’isolat SA2 à la sécheresse.

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques. L’interaction entre les deux
n’est pas significative (annexe II.3).

∙ Chlorophylle b

La teneur de chlorophylle b chez les différentes associations symbiotiques soumises aux
différentes durées du stress hydrique est illustrée sur la figure 18. Les résultats montrent
que la teneur en chlorophylle b diminue au fur et à mesure que le déficit hydrique s’accentue.
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Figure 18 : Variation de la teneur en chlorophylle b chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour le traitement témoin, la teneur en chlorophylle b enregistre une valeur maximale
de l’ordre de 0,71 mg/g MVF chez la population Tonga-Ouest inoculée par l’isolat SA3. La
faible valeur est notée chez le couple symbiotique SA2-TIM avec une valeur de 0,53 mg/
g MVF.

Après cinq jours de stress, la teneur en chlorophylle b atteint une valeur moyenne de
0,57 mg/g MVF, soit une chute de 6,45 % par rapport au témoin. La plus faible valeur (0,50
mg/g MVF) est enregistrée chez le couple symbiotique SA2-NIG tandis que la valeur la plus
élevée (0,65 mg/g MVF) est notée chez la population Oum-Tboul inoculée par l’isolat SA3.

Le stress hydrique modéré entraine une réduction de la teneur en chlorophylle b chez
tous les couples symbiotiques. La teneur moyenne enregistrée est de 0,51 mg/g MVF. En
effet, cette teneur oscille entre 0,59 mg/g MVF chez la population Oum-Tboul inoculée par
l’isolat SA3 et 0,43 mg/g MVF chez la population Timimoun inoculée par l’isolat SA2.

L’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours entraine une diminution plus importante de la
teneur en chlorophylle b, soit une réduction de 25,80 %. Les associations symbiotiques SA2-
OUM, SA2-TIM et SA2-NIG sont plus affectées par cette contrainte avec respectivement
0,40 mg/g MVF, 0,39 mg/g MVF et 0,35 mg/g MVF. Par contre les populations d’El-
Kala inoculées par l’isolat SA3 gardent la particularité des couples les plus tolérants à la
sécheresse avec respectivement 0,55 mg/g MVF, 0,52 mg/g MVF et 0,51 mg/g MVF.

L’analyse de la variance a mis en évidence une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe II.3).

Discussion
L’étude de l’effet de la contrainte hydrique sur les teneurs de la chlorophylle fait ressortir
trois groupes des couples symbiotiques.  Le premier groupe qui semble plus tolérant au
stress hydrique renferme les populations d’El-Kala inoculées par l’isolat rhizobien SA3. Le
deuxième groupe serait plus affecté par cette contrainte, et contient la population saharienne
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Timimoun et la population nigérienne inoculées par l’isolat SA2. Le dernier groupe se
caractérise par une tolérance moyenne et englobe le reste des associations symbiotiques.

La diminution de la teneur en chlorophylles sous l’effet du stress hydrique a été
constatée par plusieurs auteurs. En effet, Ormaetxe   et al . (1998) sur Pisium sativum
L. ont montré qu’un stress hydrique sévère (- 1,9 MPa) inhibe presque complètement la
photosynthèse et réduit la teneur en chlorophylle, en b-carotène et en néoxanthine.

Nos résultats relatifs à la sensibilité de la chlorophylle au déficit hydrique rejoignent ceux
obtenus parplusieurs auteurs, notamment chez letournesol (Manivannan   et al . 2007),
l’orge Li   et al . (2006). En revanche, Ashraf et Iram (2005), sur le haricot, ont indiqué que
la chlorophylle a, b et le rapport chlorophylle a/b ne sont pas affectés par le déficit hydrique.

Parallèlement à l’augmentation de la teneur en proline foliaire sous l’effet de stress,
une baisse dans les teneurs en pigments chlorophylliens (chlorophylles a et b) a été
enregistrée. Ces résultats suggèrent l’existence d’une interaction vraisemblable entre les
voies de biosynthèse des pigments chlorophylliens et de la proline. Une compétition entre
ces deux composés sur leur précurseur commun, le glutamate, peut être à l’origine de cette
évolution (Bengston   et al ., 1978 ; Reddy et Veeranjaneyulu, 1991). Selon Manivannan
et al . (2007) la diminution de la chlorophylle sous l’effet de déficit hydrique est due aux
dommages causés par les molécules réactives d’oxygènes sur le chloroplaste.

III. Effet du stress hydrique sur la fixation symbiotique
de l’azote

Les résultats présentés dans la figure 19 montrent bien l’effet dépressif de la contrainte
hydrique sur l’activité fixatrice d’azote qui s’annule pratiquement quand les plantes sont
soumises à un stress sévère.

Figure 19 : Variation de l’ARA chez les couples
symbiotiques en fonction de la durée du stress.
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Pour le traitement témoin, l’activité réductrice d’acétylène semble très importante, elle
enregistre une valeur moyenne de 62,28 µmols de C2H4/h/plant. Elle oscille entre 76,19
µmols de C2H4/h/plant et 52,79 µmols de C2H4/h/plant respectivement pour les couples
symbiotiques SA3-BER et SA2-NIG.

Après cinq jours de stress, l’effet de ce dernier se traduit par une diminution de l’activité
nitrogénasique chez tous les couples symbiotiques, soit une chute de 16,57 % par rapport
au témoin. L’activité nitrogénasique la plus importante est notée chez les populations Tonga-
Ouest et Berrihane inoculées par l’isolat SA3 avec respectivement 65,34 C2H4/h/plant et
60,31 µmols de C2H4/h/plant. Le couple symbiotique SA2-NIG enregistre la plus faible
valeur de l’ARA (37,41 µmols de C2H4/h/plant).

Lors du stress hydrique modéré,l’ARA est fortement affectée et la quantité d’azote
fixée diminue presque deux fois par rapport au témoin. Pratiquement le même ordre de
classement des associations symbiotiques est observé. Le couple symbiotique SA3-TON
apparait le plus efficient avec une valeur de 47,88 µmols de C2H4/h/plant. La population
saharienne Timimoun inoculée par l’isolat SA2 présente la plus faible activité avec une
valeur d’ARA de 17,33 µmols de C2H4/h/plant.

La contrainte hydrique de quinze jours sans irrigation entraine une diminution brutale
jusqu’à l’annulation presque de l’activité nitrogénasique. La valeur moyenne de l’ARA
enregistrée est de 12,12 µmols de C2H4/h/plant, soit une baisse de 80 % par rapport au
témoin. La population Berrihane inoculée par l’isolat SA3 et la population Tonga-Ouest
inoculée par l’isolat SA1 semblent plus tolérantes à la sécheresse, et cela grâce au maintien
d’une bonne activité réductrice d’acétylène avec des valeurs respectives de 32,14 µmols de
C2H4/h/plant et 19,74 µmols de C2H4/h/plant.

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe III.1).

En comparant l’activité nitrogénasique du témoin par rapport aux autres traitements,
nous avons constaté que l’activité de la nitrogénase est maximale dans le traitement témoin,
puis commence à diminuer sous l’effet de déficit hydrique. En effet, les valeurs de l’ARA
enregistrées dans les traitements modérés et sévères sont respectivement deux fois et cinq
fois inférieures par rapport à l’ETM (Fig. 20).

La figure 21 montre une corrélation positive significative entre l’activité nitrogénasique
et le potentiel hydrique foliaire. Les résultats de la matrice de corrélation ont révélé
également une corrélation positive de ce paramètre avec la teneur relative en eau (annexe
VI).
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Figure 20 : Variation de l'ARA en fonction de la durée du stress hydrique

Figure 21 : Corrélation entre l’ARA et le potentiel hydrique foliaire

Discussion
Les résultats obtenus mettent en évidence la supériorité des populations inoculées par
l’isolat SA3 dans les conditions hydriques optimales. Mais sous contrainte hydrique, les
couples symbiotiques se comportent différemment. Notamment, les populations d’El-Kala
(Tonga-Ouest, Oum-Tboul et Berrihane) inoculées par l’isolat SA3 et SA1 arrivent à garder
une bonne activité fixatrice d’azote.

La fixation symbiotique de l’azote est très sensible au déficit hydrique. Cette sensibilité
a été signalée par plusieurs auteurs chez de nombreuses espèces, notamment Medicago
sativa L. (Aparicio-Tejo et Sanchez-Diaz, 1982), Arachis hypogaea L. (Simpson et Daft,
1991), Vicia faba L. (Guerin  et al ., 1990), Glycine max L. (Randall Weiss   et al ., 1985 ;
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Devries   et al ., 1989 ; Kirda   et    al ., 1989 ; Obaton  et al ., 1994 ; Serraj   et al .,
1997 ), Vigna sp (Orchard et Cook, 1983), Cicer arientinum L. (Ounane   et al ., 2003),
Phaseolus vulgaris L. (Mnasri  et al ., 2007). Les travaux de Obaton   et al . (1982) sur le
soja ont montré que l’activité de la nitrogénase est plus rapidement et fortement déprimée
que l’activité nitrate réductase.

Hungria et Vargas (2000) indiquent que le stress hydrique a des effets néfastes sur :
(i) la croissance et la survie des rhizobiadans le sol ; (ii) la formation et la longévité des
nodules ; (iii) la synthèse de la leghémoglobine et les fonctions du nodule. En outre, un stress
hydrique sévère peut mener à une inhibition irréversible de la fixation de l’azote (Sprent,
1971 ; Walker et Miller, 1986 ; Venkateswarlu   et al ., 1989 ; Guerin   et al ., 1991).

Sall et Sinclair (1991) ont montré chez le soja que l’activité de la nitrogénase est
beaucoup plus sensible que le rendement à la baisse du potentiel hydrique des plantes.

Plusieurs causes ont été rapportées pour expliquer la sensibilité de la fixation de
l’azote au déficit hydrique. Certains auteurs considèrent que la diminution de l’activité
nitrogénasique est due à l’inhibition de la photosynthèse par le stress hydrique (Huang   et
al ., 1979). Ultérieurement Finn et Brun (1980) ont montré que la nitrogénase était plus
sensible au déficit hydrique que la photosynthèse. Par ailleurs, Durand   et al . (1987),
Walsh (1995),Serraj et Sinclair (1998) ont expliqué cette sensibilité comme étant la perte
du contenu en eau des nodules avec un rétrécissement et une diminution de la porosité de
leur épiderme qui provoquerait une augmentation de la résistance à la diffusion de l’eau et
de l’oxygène nécessaires aux bactéroïdes.

La forte sensibilité de l’activité fixatrice des nodosités pourrait résulter de multiples
effets du dessèchement du sol : (i) perte d’eau par les nodosités, la plupart situées dans
la couche de sol en dessèchement ; (ii) action sur les nodosités d’un messager racinaire
(ABA) synthétisé par les racines en réponse au dessèchement du sol, impliqué dans la
fermeture des stomates et la réduction de croissance des parties aériennes ; (iii) limitation de
la fourniture en carbone des nodosités, résultat de la baisse de la photosynthèse des parties
aériennes ; (iv) rétro-inhibition de l’activité fixatrice, via la composition du flux phloémique
issu des parties aériennes (Wakrim-Mezouri et Wery, 1994).

IV. Effet du stress hydrique sur la nutrition azotée
La figure 22 représente l’évolution de l’activité nitrate réductase chez les différents
couples symbiotiques en fonction de la durée du stress hydrique. L’allure générale des
histogrammes montre une diminution de cette activité qui s’accentue au fur et à mesure que
le stress hydrique augmente.
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Figure 22 : Variation de l’ANR chez les couples
symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour le traitement ETM, l’activité nitrate réductase est plus forte par rapport aux autres

traitements, elle présente une valeur moyenne de 0,85 µmols NO2 -/h/MVF. Le couple

symbiotique SA3-OUM enregistre une ANR de 0,95 µmols NO2 -/h/MVF, alors que la plus
faible valeur de l’ANR est enregistrée chez le couple symbiotique SA2-NIG (0,75 µmols

NO2 -/h/MVF).

La contrainte hydrique de cinq jours entraine une légère baisse de l’ANR chez toutes
les associations symbiotiques. La valeur moyenne de l’ANR enregistrée est de 0,79 µmols

NO2 -/h/MVF, soit une chute de 7 % par rapport au témoin. La plus importante valeur (0,87

µmols NO2 -/h/MVF) est notée chez la population Tonga-Ouest inoculée par l’isolat SA3.
Les populations Niger et Timimoun inoculées par l’isolat SA2 présentent les plus faibles

valeurs de l’ANR avec respectivement 0,70 et 0,68 µmols NO2 -/h/MVF.

Après dix jours sans irrigation, l’activité nitrate réductase diminue fortement. La valeur

moyenne enregistrée est de 0,59 µmols NO2 -/h/MVF. Elle varie entre 0,67 µmols NO2 -/

h/MVF chez le couple symbiotique SA3-BER et 0,48 µmols NO2 -/h/MVF chez le couple
symbiotique SA2-NIG.

L’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours provoque une chute brutale de l’ANR, soit
trois fois inférieure par rapport au témoin. Les populations Niger et Timimoun inoculées
par l’isolat SA2 sont plus affectées par cette contrainte avec respectivement 0,17 et 0,19

µmols NO2 -/h/MVF. Par contre, la valeur élevée de l’ANR (0,47 µmols NO2 -/h/MVF)
enregistrée par SA3-TON indique probablement tolérance de cette association symbiotique
à la sécheresse.
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L’analyse statistique des données a révélé une différence au seuil de 0,1 % entre
les couples symbiotiques et les traitements hydriques, leur interaction n’est pas révélée
significative (annexe III.2).

A la lumière des résultats obtenus, nous avons constaté que l’activité réductrice
d’acétylène (ARA) et l’activité nitrate réductase (ANR) évoluent dans le même sens sous
l’effet du stress hydrique. Cependant, l’activité nitrogénasique est plus sensible au déficit
hydrique par rapport à l’ANR (Fig. 23). En effet, un manque d’eau pendant cinq jours entraine
une baisse de 16,57 % de l’ARA et seulement 7,05 % de l’ANR. A la fin de la contrainte
hydrique sévère, l’activité nitrogénasique est cinq fois inférieure à celle du témoin par contre
l’activité nitrate réductase ne diminue que trois fois par rapport au témoin.

Figure 23 : Evolution de l'ANR et l'ARA en fonction de la durée du stress.

Discussion
La réduction de l’assimilation des nitrates sous contrainte hydrique a été rapportée par
plusieurs auteurs (Frechilla   et al ., 2000 ; Dubey et Pessarakli, 2001 ; Reddy   et al .,
2003 ; Ounane   et al ., 2003). Cette réduction peut notamment s’expliquer d’une manière
indirecte par la diminution du potentiel hydrique foliaire qui a un effet sur l’absorption de
l’eau et des éléments nutritifs par les racines. Une corrélation positive entre l’activité nitrate
réductase et le potentiel hydrique foliaire a été trouvée chez le maïs (Shaner et Boyer, 1976
In  Dubey et Pessarakli, 2001).

Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés dans la littérature chez d’autres
légumineuses, notamment chez Glycine max (Obaton   et al ., 1994 ; Hioun et Djekoun,
2005), Cicer arientinum L. (Ounane, 1998 ; Bacha, 2002), Pisum sativum L. (Frechilla   et
al ., 2000), Sesbania aculeata et Phaseolus vulgaris L.(Ashraf et Iram, 2005). Shaner et
Boyer (1976), sur le maïs, ont montré, qu’une baisse modérée du potentiel hydrique foliaire
entraine une baisse de la synthèse du nitrate réductase par suite d’une baisse du flux de
nitrate qui arrive au niveau des feuilles.

Les résultats obtenus par Amri-Tiliouine (2008) qui a travaillé sur une seule population
d’arachide inoculée par six isolats rhizobiens indiquent que l’ANR diminue d’une façon
proportionnelle à la sévérité de la contrainte hydrique.
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Plusieurs propositions ont été formulées pour expliquer la baisse de l'activité nitrate
réductase sous contrainte hydrique. L'explication la plus plausible suggérée par Morilla
et al . (1971)  In   Dubey et Pessarakli (2001) est que la réduction de l'ANR est due à
un déclin de la synthèse de l’enzyme plutôt qu'à l'augmentation de sa dégradation. Une
autre explication indique que la baisse de l’ANR par l’effet du déficit hydrique est due à

la diminution du flux de NO3 - et pas de la diminution du potentiel hydrique ou bien les

quantités de NO3 - dans les feuilles (Dubey et Pessarakli, 2001). De la même manière
Singh et Sawhney (1989), suggèrent que la réduction de l’activité nitrate réductase dans
ces conditions est expliquée par l’abaissement de la capacité des tissus à synthétiser la
nitrate réductase.

D’après Sall (1987), le manque d’eau diminue l’activité photosynthétique et handicape
la réduction du nitrate par un manque du pouvoir réducteur à l’ANR. Les besoins
énergétiques seraient diminués suite à la fermeture des stomates.

V. Effet du stress hydrique sur l’état hydrique de la
plante

V.1. Teneur relative en eau
L’état hydrique des feuilles chez les différentes associations symbiotiques rhizobium-
arachide soumises à un déficit hydrique est illustré sur la figure 24. L’allure générale
des histogrammes montre que la TRE diminue proportionnellement à la durée du stress
hydrique.

Figure 24 : Variation de la TRE chez les couples
symbiotiques en fonction de la durée du stress.
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Pour le traitement ETM, la TRE atteint une valeur moyenne la plus importante (94,63
%) par rapport aux autres traitements. Les valeurs de TRE obtenues oscillent entre 97,60 %
chez le couple symbiotique SA3-BER et 90,52 % chez l’association symbiotique SA2-NIG.

Après cinq jours de stress, l’effet de ce dernier se traduit par une diminution significative
de la TRE chez tous les couples symbiotiques. La TRE moyenne enregistrée est de 83,87
%, soit une baisse de 11,37 % par rapport au témoin. La meilleure TRE est notée chez SA3-
TON avec une valeur de 88 %. La population saharienne Timimoun inoculée par l’isolat SA2
enregistre la plus faible valeur de la TRE (79,66 %).

Le manque d’eau provoqué par l’arrêt de l’arrosage pendant dix jours, entraine une
réduction plus importante de la TRE (72 %). La population Tonga-Ouest inoculée par l’isolat
SA3 arrive à maintenir la plus forte valeur de la TRE (77,43 %). Les plus faibles valeurs sont
observées chez SA2-TIM et SA2-NIG avec respectivement 67 % et 66,72 %.

La contrainte hydrique sévère suite à l’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours,
se manifeste par un effet dépressif sur la TRE. Le couple symbiotique SA3-BER s’est
montré plus tolérant à cette contrainte avec une TRE de 62,77 %, tandis que les couples
symbiotiques SA2-NIG et SA2-TIM sont plus sensibles à la sécheresse avec des TRE
respectives de 57,11 % et 56,87 %.

L’analyse de la variance a mis en évidence une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et traitements hydriques (annexe IV.1).

La figure 25 montre une corrélation positive significative entre la teneur relative en
eau et le potentiel hydrique foliaire. Cette corrélation est souvent utilisée pour quantifier la
tolérance des tissus à la déshydratation ; les tissus qui maintiennent une TRE supérieure
par rapport à un potentiel hydrique faible sont considérés plus tolérants à la déshydratation
(Iannucci   et al ., 2002).

Figure 25 : Corrélation entre la teneur relative en eau et le potentiel hydrique foliaire.

Discussion
En situation de stress hydrique, les différents couples symbiotiques étudiés se comportent
différemment. Les populations Tonga-Ouest, Oum-Tboul et Berrihane inoculées par
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l’isolat SA3 et SA1 maintiennent une teneur élevée en eau par rapport aux autres
couples symbiotiques. Le maintien d’une teneur élevée en eau dans les feuilles en
croissance et dans les feuilles en expansion, sous stress hydrique, indique l’efficacité
de l’ajustement osmotique, qui contrebalance la diminution du potentiel hydrique, sans
diminution significative de la TRE (Hsiao   et al ., 1976).

Nos résultats rejoignent ceux obtenus par nombreux auteurs sur plusieurs espèces,
telles que Vigna unguiculata et Phaseolus vulgaris L. ( Cruz de Carvelho   et al .,   1998),
Vignia sp (Silveira   et al ., 2003), Triticum eastivum (Bajji   et al ., 2000), Aeluropus
lagopoides (Mohsenzadeh   et al ., 2006),Arachis hypogaea L. (Clavel   et al ., 2005), Zea
mays (Nayyar et Gupta, 2006),Hedysarum carnosum(Tibaoui   et al ., 2006), Vicia faba L.
(Khan   et al ., 2007), Medicago truncatula (Nunes   et al ., 2008), Pennisetum glaucum
L. (Radhouane, 2008).

Poormohammad Kiani (2007) sur 32 lignées de tournesol a obtenu une TRE qui oscille
entre 92 % à 82 % en conditions irriguées et de 82 % à 61 % en conditions de stress
hydrique. Cependant, Ezzeddini   et al . (2008) sur la fève ont enregistré une teneur relative
en eau de 70 % dans les conditions optimales et seulement 13 % dans des conditions
hydriques très drastiques.

Les travaux de Babu et Rao (1983), effectués sur l’arachide, montrent que le stress
hydrique diminue la TRE jusqu’au 29 %, alors que le témoin non stressé garde une TRE
de l’ordre de 85 à 90 %.

Le maintien de l’état hydrique de la plante est considéré comme un mécanisme adaptatif
important pour conserver l’activité physiologique au cours du déficit hydrique (Conroy   et
al ., 1988).

V.2. Potentiel hydrique foliaire
Les résultats de la variation du potentiel hydrique foliaire en fonction des couples
symbiotiques et des traitements hydriques sont présentés dans la figure 26.Cette figure
montre que, chez tous les couples symbiotiques, l’augmentation de la durée de stress
s’accompagne d’un abaissement du potentiel hydrique foliaire. Cet abaissement est d’autant
plus accentué que la durée de la contrainte hydrique est plus sévère.
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Figure 26 : Variation du potentiel hydrique foliaire chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour le traitement ETM, le potentiel hydrique foliaire atteint une valeur la plus faible
par rapport aux autres traitements (– 0,37 MPa). En effet, cette valeur oscille entre – 0,20
MPa chez le couple symbiotique SA3-TON et – 0,51 MPa chez l’association symbiotique
SA2-NIG.

La contrainte hydrique faible provoquée par l’arrêt de l’arrosage pendant cinq jours
se traduit par une diminution du potentiel hydrique chez tous les couples symbiotiques.
La valeur moyenne notée est de – 0,77 MPa, soit une baisse de 51,74 % par rapport au
témoin. La valeur la plus élevée (– 0,50 MPa) est observée chez SA3-OUM. L’interaction
symbiotique SA2-TIM montre la plus faible valeur (– 1 MPa).

Après dix jours sans arrosage, l’effet du stress est plus marqué. Il se traduit par une
diminution importante du potentiel hydrique foliaire (–1,56 MPa). La population Berrihane
inoculée par l’isolat SA3 surclasse toutes les interactions symbiotiques avec une valeur de
– 1,20 MPa. Le couple symbiotique SA2-NIG se classe en dernier avec une valeur de –
1,90 MPa.

L’arrêt de l’irrigation pendant quinze jours entraine une forte diminution du potentiel
hydrique foliaire, soit une baisse de 85 % par rapport au témoin. La population Tonga-Ouest
inoculée par l’isolat SA3 est plus tolérante à cette contrainte avec une valeur de – 2,20
MPa. La plus faible valeur (- 2,90 MPa) enregistrée par SA2-TIM indique la sensibilité de
ce couple symbiotique à la sécheresse.

L’analyse statistique des données a révélé une différence significative au seuil de 0,1
% entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe IV.2).

Discussion
Le maintien d’un potentiel hydrique élevé chez la plante indique une stratégie d’évitement
qui semble liée, d’une part, à une optimisation de l’absorption de l’eau par les racines et,
d’autre part, à un ensemble complexe de caractères morphologiques racinaires (profondeur,
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masse et volume, ramifications) (Monneveux, 1997). De ce fait, nous pouvons dire qu’une
plante qui évite la déshydratation est une plante qui conserve un potentiel hydrique élevé
lorsqu’elle est soumise à un déficit hydrique. Elle est ainsi capable de maintenir une
hydratation tissulaire suffisante, permettant une fonction métabolique normale, soit en
réduisant les pertes, soit en augmentant l’absorption d’eau.

Nos résultats relatifs à la diminution du potentiel hydrique sous l’effet du stress hydrique
sont rapportés par plusieurs auteurs chez différentes espèces. En effet, Radhouane (2008)
sur Pennisetum glaucum L. enregistre une chute du potentiel hydrique foliaire plus de 80
% lors de l’application d’un stress sévère. Chez l’arachide, le potentiel hydrique atteint une
valeur de – 4,4 MPa après 28 jours sans irrigation (Clavel   et al ., 2005) et −5 MPa après
35 jours sans irrigation (Reddy   et al ., 2003). Black   et al . (1985) rapporte que l’arachide
abaisse son potentiel hydrique afin de surmonter une période du stress hydrique.

Même pour des plantes bien alimentées en eau, une diminution du potentiel hydrique
foliaire à la mi-journée est souvent observée au champ, lorsque la journée est chaude et
ensoleillée (Tardieu   et al ., 1993).

Selon Sinclair et Ludlow (1985), la valeur du potentiel hydrique que peut atteindre la
dernière feuille viable (capable de récupérer après réhydratation de la plante) représente
une mesure clef de la capacité de tolérance d’une plante. Cette valeur varie selon les
espèces. Turner   el al . (2001) ont indiqué que la valeur du potentiel hydrique foliaire létale
pour l’arachide varie entre – 3,4 et – 8,2 MPa. Bajji   et al . (2000) ont expliqué la diminution
du potentiel hydrique par l’abaissement du potentiel osmotique.

En conditions de sécheresse, la baisse du potentiel hydrique des plantes induit une
importante perte de turgescence au niveau des feuilles (Boyer, 1982 ; Sorells   et al .,
2000). Le maintien d’un potentiel hydrique élevé est lié à l’aptitude de la plante à extraire
l’eau du sol et à la capacité de limiter les pertes d’eau par transpiration (Turner, 1986).
Malgré toutes les réponses physiologiques des plantes à la sécheresse, une diminution
continue du potentiel hydrique du substrat finit par se répercuter sur le potentiel hydrique
de la plante et sur son rendement ( Bidinger   et al ., 1987).

V.3. Résistance stomatique
Les résultats illustrés sur la figure 27 montrent que l’augmentation de la résistance
stomatique chez les associations symbiotiques est proportionnelle à la sévérité de la
contrainte hydrique appliquée.
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Figure 27 : Variation de la résistance stomatique chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Les faibles résistances stomatiques sont enregistrées chez les couples symbiotiques
qui n’ont subi aucune restriction hydrique. La plus faible résistance stomatique affichée
sur le poromètre est celle du couple symbiotique SA3-BER avec une valeur de 1,60 s/
cm. Par contre, la population Timimoun inoculée par l’isolat SA2 enregistre une résistance
stomatique de 2,81 s/cm.

Après cinq jours sans arrosage, le poromètre affiche une valeur moyenne de 3,08 s/
cm, soit une augmentation de 26,57 % par rapport au témoin. La population Tonga-Ouest
inoculée par l’isolat SA3 enregistre la plus faible résistance stomatique (2,20 s/cm), tandis
que le couple symbiotique SA3-NIG enregistre la plus forte valeur (3,95 s/cm).

La résistance stomatique continue d’augmenter jusqu’à atteindre une valeur de 4,36 s/
cm après dix jours sans irrigation. Elle oscille entre 3,80 s/cm et 4,90 s/cm respectivement
pour SA3-TON et SA2-TIM.

L’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours engendre une augmentation brutale de la
résistance stomatique (5,57 s/cm). Le couple symbiotique SA2-NIG est plus affecté par
cette contrainte (6,25 s/cm). Les associations symbiotiques SA1-TON, SA1-BER et SA3-
OUM semblent plus tolérantes à la sécheresse avec respectivement 5,20 s/cm, 5,20 s/cm
et 5,08 s/cm.

L’analyse de la variance montre une différence significative au seuil de 0,1 % entre les
couples symbiotiques et les traitements hydriques, leur interaction n’est pas significative
(annexe IV.3).

La figure 28montre une corrélation négative significative (R = - 0,95) entre la résistance
stomatique et le potentiel hydrique foliaire. La même corrélation est signalée par Stewart
et al . (1984) sur le maïs. Le point critique du potentiel foliaire qui correspond au début de
l’augmentation de la résistance stomatique est souvent pris comme repère de l’apparition
d’un stress hydrique.
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Figure 28 : Corrélation entre la résistance stomatique et le potentiel hydrique foliaire.

Discussion
Les couples symbiotiques se comportent différemment en fonction de la durée du stress.
Les populations Timimoun et Niger inoculées par l’isolat SA2 semblent indiquer les plus
sensibles au stress par rapport aux autres couples.

L’effet d’une contrainte hydrique sur la résistance stomatique a été mis en évidence par
plusieurs auteurs sur plusieurs espèces. Bajji   et al . (2001), sur trois génotypes de blé
dur, ont obtenu une résistance stomatique qui varie entre 15 et 30 s/cm après quinze jours
sans irrigation. Lazali (2006), sur seize variétés de luzerne pérenne, montre une résistance
stomatique moyenne de 1,53 s/cm chez les plantes bien irriguées et 2,45 s/cm chez les
plantes stressées.

L’augmentation de la résistance stomatique sous stress hydrique est expliquée par la
diminution du potentiel hydrique foliaire qui conduit à la fermeture des stomates (Guyot,
1998).

La forte résistance stomatique des feuilles, en conditions sèches, est considérée
comme une conséquence des mécanismes de régulation de l’évaporation de l’eau par la
plante. En situation de stress lorsque le potentiel hydrique du sol diminue, les racines vont
réagir en émettant un signal sous forme d’une hormone (ABA) qui sera véhiculée par la
sève jusqu’aux feuilles qui vont alors fermer leurs stomates (Zhang et Davies, 1989 ; Davis
et al ., 1994 ; Leclerc, 1999).

V.4. Température du couvert végétal
Comme pour la résistance stomatique, l’effet du stress hydrique se manifeste par une
augmentation de la température du couvert végétal. En effet, cette augmentation varie en
fonction des couples symbiotiques et des traitements hydriques comme nous le montrent
les résultats de la figure 29.
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Figure 29 : Variation de la TCV chez les couples
symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Le traitement hydrique conduit à l’ETM se traduit par une TCV de 30,49°C. La TCV varie
entre 29°C chez le couple symbiotique SA3-TON et 31,92°C chez l’association symbiotique
SA2-NIG.

Après cinq jours de stress, nous remarquons une augmentation de la TCV, soit 11,83 %
par rapport au témoin. La TCV la plus élevée est enregistrée chez la population Timimoun
inoculée par l’isolat SA2 avec une valeur de 35,94°C. Le couple symbiotique SA3-BER
montre la plus faible TCV (33,20°C).

Après dix jours sans arrosage, la population nigérienne inoculée par l’isolat SA2 se
distingue par la plus forte TCV (39,89°C). La plus faible TCV (36,80°C) est observée chez
l’interaction symbiotique SA1-OUM.

L’arrêt de l’arrosage pendant quinze jours entraine une élévation de la TCV, soit une
augmentation de 26,93 % par rapport au témoin. Les couples symbiotiques SA2-TIM et
SA2-NIG sont plus affectés par cette contrainte avec respectivement 42,87°C et 42,96°C.
La plus faible TCV (40,46°C) enregistrée par SA3-TON atteste sa tolérance à la sécheresse.

L’analyse statistique des données a mis en évidence une différence significative au
seuil de 0,1 % entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe IV.4).

Discussion
La température du couvert végétal moyenne enregistrée par les couples symbiotiques
qui n’ont subi aucune restriction hydrique est de 30,49°C. Elle atteint une valeur de
34,58°C après cinq jours sans arrosage et 38,51°C, 41,73°C lors de l’application du stress
modéré et sévère. Il faut rappeler que les mesures de ce paramètre ont été effectuées entre

10h et 11h du matin à la fin de chaque traitement hydrique, comme nous avons mesuré
aussi la température à l’intérieur de la serre. La différence entre la température du couvert
végétal (TC) et celle de l’air (Ta) traduit l’état hydrique des plantes. Les valeurs positives de
(Tc – Ta) est un signe clair de la présence d’un déficit hydrique (Aidaoui et Hartani, 2000).
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De nombreux auteurs, sur plusieurs espèces, ont indiqué que la TCV augmente au fur
et à mesure que le déficit hydrique s’accentue, notamment chez Oryza sativa L. (Pantuwan
et al ., 2002),Medicago sativa L. (Lazali, 2006), Vicia faba L. (Khan   et    al ., 2007).
Cette augmentation de la température dans les organes aériens est la conséquence de la
fermeture des stomates, par l’intermédiaire desquelles la transpiration assure la régulation
thermique de la plante.

La température du couvert végétal est un autre paramètre qui peut nous aider à mieux
comprendre les mécanismes de la réponse des plantes à la sécheresse. Il est perçu par
Hopkins (2003) comme un indicateur de stress.

V.5. Efficience d’utilisation de l’eau
D’après la Figure 30, nous remarquons que l’efficience d’utilisation de l’eau diminue d’une
façon proportionnelle avec l’augmentation de la durée du stress hydrique.

Figure 30 : Variation de L’EUE chez les couples
symbiotiques en fonction de la durée du stress.

L’efficience d’utilisation de l’eau moyenne enregistrée dans le traitement témoin est de

0,97 kg/m3. Elle varie entre 1,06 kg/m3 chez le couple symbiotique SA3-BER et 0,87 kg/

m3 chez la population nigérienne inoculée par l’isolat SA2.

Après cinq jours de du stress, l’effet de ce dernier ne semble pas avoir d’impact sur
l’EUE chez tous les couples symbiotiques. L’interaction symbiotique SA3-OUM serait la plus

valorisatrice de l’eau avec une valeur de 1,10 kg/m3. La faible efficience est observée chez

le couple symbiotique SA2-NIG avec une valeur de 0,87 kg/m3.

La contrainte hydrique de dix jours sans arrosage entraine une réduction importante de
l’EUE, soit une baisse de 23,71 % par rapport au témoin. L’association symbiotique SA3-
BER devient dans ce cas, celle qui valorise mieux l’eau, et ce avec une efficience de 0,85
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kg/m3. La population saharienne Timimoun inoculée par l’isolat SA2 se classe en dessous

de tous les couples symbiotiques et se distingue par une faible valeur d’EUE (0,62 kg/m3).
Une baisse importante de l’EUE est observée après l’application d’un stress sévère.

La valeur moyenne de l’efficience marquée est de 0,49 kg/m3, soit une diminution de 49,48
% par rapport au témoin. Les interactions SA3-TON, SA3-BER et SA3- OUM sont avérées

plus valorisatrices de l’eau avec respectivement 0,61 kg/m3, 0,58 kg/m3 et 0,58 kg/m3. Le
couple symbiotique SA2-NIG semble plus affecté par le déficit hydrique, avec une faible

EUE (0,31 kg/m3).
L’analyse statistique des données a mis en évidence une différence significative au

seuil de 0,1 % entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe IV.5).

Discussion
Le comportement des couples symbiotiques à la contrainte hydrique est différent. Les
populations d’El-Kala (Oum-Tboul, Berrihane et Tonga-Ouest) inoculées par l’isolat SA3 et
SA1 semblent plus tolérantes par rapport aux autres couples.

L’efficience d’utilisation de l’eau est considérée par Reddy   et al . (2003) comme un
bon caractère d’appréciation de la résistance des plantes à la sécheresse.

La diminution de l’efficience d’utilisation de l’eau sous contrainte hydrique est rapportée
par plusieurs auteurs. Sarr   et al . (2005) sur trois variétés de niébé cultivées sous contrainte
hydrique a signalé que la diminution de l’efficience de l’utilisation de l’eau a été de moitié par
rapport à l’ETM. Des résultats similaires ont été obtenus par Wu   et al . (2008) sur Sophora
davidii et Collino   et al . (2000) sur l’arachide.

Lazali (2006) sur seize variétés de luzerne pérenne (Medicago sativa L.) montre que
l’efficience de l’utilisation de l’eau est plus important dans les conditions non limitantes en
eau par rapport aux conditions de déficit hydrique, comme il signale aussi que les variétés
qui valorisent mieux l’eau dans les conditions irriguées sont les mêmes dans le cas des
conditions sèches.

Il faut rappeler que l’efficacité d’utilisation de l’eau est considérée comme un indicateur
de l’adaptation des plantes à la sécheresse et que la tolérance à la sécheresse d’une plante
cultivée est le résultat de l’expression de nombreux caractères dont l’efficacité de l’utilisation
de (Hebbar   et al ., 1994).

L’efficience de l’utilisation de l’eau est un indicateur fonctionnel fortement lié à la
croissance des plantes dans les conditions de déficit hydrique, comme elle dépend de la
quantité de l'eau utilisée par la croissance pour la production de la biomasse (Liu et Stutzel,
2004 ; Monclus  et al ., 2006).

VI. Effet du stress hydrique sur le rendement et ses
composantes
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VI.1. Nombre de gousses/plant
La variation du nombre de gosses/plant chez les couples symbiotiques en fonction des
traitements hydriques est présentée sur lafigure 31. L’allure générale des histogrammes
montre que, chez toutes les associations symbiotiques, l’augmentation de la durée de stress
s’accompagne d’un abaissement du nombre du gousses/plant.

Figure 31 : Variation du nombre de gousses/plant chez
les couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour les couples symbiotiques témoins, le nombre moyen de gousses est de 36
gousses/plant. Il varie entre 39 gousses/plant chez l’interaction symbiotique SA3-BER et 33
gousses/plant chez le couple symbiotique SA2-NIG.

Pour les couples symbiotiques stressés pendant cinq jours, l’effet de ce dernier ne
semble pas avoir d’impact sur le nombre de gousses/plant pour l’ensemble des associations
symbiotiques. Le nombre moyen enregistré est de 35 gousses/plant. La population d’El-Kala
Oum-Tboul inoculée par l’isolat SA3 prend la tête du classement avec 38 gousses/plant
alors que le couple symbiotique SA2-TIM se classe en dernière position avec 32 gousses/
plant.

L’arrêt de l’arrosage pendant dix jours entraine une diminution du nombre de gousses/
plant chez toutes les interactions symbiotiques. Le nombre moyen de gousses/plant noté est
27, soit une baisse de 25 % par rapport au témoin. Le nombre de gousses le plus important
est observé chez la population Berrihane inoculée par l’isolat SA3 avec 30 gousses/plant.
L’interaction symbiotique SA2-NIG marque le plus faible nombre de gousses avec 23
gousses/plant.

La contrainte hydrique de quinze jours sans arrosage se manifeste par une chute
importante du nombre degousses/plant. Le nombre moyen de gousses récoltées est de 18
gousses/plant, soit une diminution de 50 % par rapport au témoin. L’interaction symbiotique
SA2-NIG est plus affectée par cette contrainte avec seulement 13 gousses/plant. Le
maintien d’un nombre élevé de gousses chez le couple symbiotique SA3-BER indique
probablement sa tolérance à la sécheresse.
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L’analyse statistique des données a mis en évidence une différence significative au
seuil de 0,1 % entre les couples symbiotiques et les traitements hydriques (annexe V.1).

Discussion
L’étude de ce paramètre partage le comportement des couples symbiotiques au déficit
hydrique en trois groupes. Le premier groupe renferme les couples symbiotiques SA3-BER,
SA3-OUM et SA3-TON qui semblent les plus tolérants au déficit hydrique. Le deuxième
groupe serait plus affecté par la contrainte hydrique, et contient la population saharienne
Timimoun et la population nigérienne inoculées par l’isolat SA2. Le dernier groupe englobe
le reste des associations symbiotiques qui se caractérisent par une tolérance moyenne.

Nos résultats relatifs à la sensibilité du nombre de gousses/plant au déficit hydrique
rejoignent ceux obtenus par plusieurs auteurs. Mwanamwenge   et al . (1999), sur la fève,
ont montré que le nombre de gousses par plant est plus touché par la contrainte hydrique
que le nombre de graines par gousse. La même constatation a été signalée par Mouhouche
(2001) sur quatre espèces de légumineuses alimentaires. Mefti   et al . (2006) sur Medicago
polymorpha indiquent que le nombre de gousses par plant est plus pénalisé par le stress
hydrique.

Les travaux de Sharma et Sivakumar (1991) sur l’arachide montrent que la diminution
du nombre de gousses par plant sous contrainte hydrique est due à la compaction du sol
qui affecte leur développement. Mwanamwenge   et al . (1999) ont expliqué la diminution
du nombre de gousses/plant au déficit hydrique par l’avortement des fleurs.

IV.2. Rendement
La durée du stress induit une diminution du rendement chez toutes les associations
symbiotiques (Fig. 32). En effet, cette diminution s’accompagne avec l’augmentation de la
sévérité du stress.

Figure 32 : Variation du rendement chez les
couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.
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Pour le traitement ETM, le rendement moyen est de 30 g/plant. Il varie entre 34 g/plant
chez l’association symbiotique SA3-BER et 28 g/plant chez le couple symbiotique SA2-NIG.

L’arrêt de l’arrosage pendant cinq jours engendre une diminution significative du
rendement. Le rendement moyen noté est de 30 g/plant, soit une baisse de 3,86 % par
rapport au témoin. Les rendements obtenus suivent pratiquement ceux du témoin, c’est
ainsi que nous trouvons le couple symbiotique SA3-OUM en tête du classement avec une
valeur de 31 g/plant. L’interaction symbiotique SA2-NIG, également, garde sa position du
couple le moins productif avec une valeur de 27 g/plant.

Après dix jours sans arrosage, l’effet de déficit hydrique se traduit par une baisse du
rendement chez toutes les associations symbiotiques. La valeur moyenne du rendement
enregistrée est de 23 g/plant, soit une diminution de 27,60 % par rapport au témoin. La
population Berrihane inoculée par l’isolat SA3 se montre la plus productive avec une valeur
de 26 g/plant. Le plus faible rendement (19 g/plant) est obtenu par l’association symbiotique
SA2-TIM.

Pour les couples symbiotiques stressés pendant quinze jours, le rendement est
fortement pénalisé (14 g/plant), soit une chute de 53,77 % par rapport au témoin.
L’interaction symbiotique SA2-NIG est plus touchée par cette contrainte avec seulement
9 g/plant. Par contre le rendement élevé enregistré par SA3-TON (18 g/plant) indique
probablement une résistance de cette interaction symbiotique à la sécheresse.

L’analyse statistique des données par le bais de l’analyse de la variance a mis en
évidence une différence significative au seuil de 0,1 % entre les couples symbiotiques et
les traitements hydriques (annexe V.2).

Des corrélations positives significatives du rendement avec les paramètres de
croissance et les deux activités enzymatiques (ARA et ANR), d’une part, et du rendement
avec la teneur relative en eau et le potentiel hydrique foliaire, d’autre part, ont été signalées
par la matrice de corrélation (annexe VI). Nautiyal   et al . (1995) ont établi une corrélation
positive entre la teneur relative en eau et le rendement chez l’arachide.

Discussion
A la lumière des résultats obtenus, nous avons remarqué que les associations symbiotiques
les plus productives dans les conditions optimales, le sont aussi dans les conditions
restrictives en eau. Le maintien des rendements élevés par ces couples sous stress
hydrique revient à leurs processus physiologiques et métaboliques qui sont moins affectés
par la sécheresse.

De nombreux auteurs ont signalé la réduction du rendement de l’arachide sous stress
hydrique (Reddy   et al ., 2003 ; Clavel   et al ., 2006). Les résultats obtenus par Sarr
et al . (2001) sur le niébé montrent clairement l’effet pénalisant du stress hydrique sur le
rendement en graines et en gousses.

À l’instar de nos résultats, Clavel   et al . (2006) chez l’arachide cultivée sous contrainte
hydrique ont enregistré un rendement qui varie entre 7 et 11 qx/ha.

L’effet d’un déficit hydrique sur le rendement final en graines dépend du stade auquel il
intervient. Chez le soja, les stades floraison et maturation des grains sont les plus sensibles
(Mourad   et al ., 1990).
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Reddy   et al . (2003) attribuent la baisse du rendement chez l’arachide en situation
contraignante à la diminution de la durée de la phase de développement des gousses.

La diminution du rendement est dû à la réduction du taux de photoassimilats disponible
pour le remplissage de la gousse au cours du stress hydrique (Mwanamwenge   et al .,
1999). Setter   et al . (2001) l’expliquent par une augmentation de la teneur en ABA. Ils
attribuent à cet acide un rôle important dans la perte de rendement, car son accumulation
inhibe la photosynthèse par fermeture stomatique.

Boyer et Westgate (2004) ont montré que l’invertase est l’enzyme responsable de
l’inhibition du remplissage des graines durant un stress hydrique.

VI.3. Matière sèche
La matière sèche chez les différents couples symbiotiques soumises à une contrainte
hydrique est illustrée dans la figure 33. L’allure générale des histogrammes montre que la
diminution de la matière sèche s’accompagne avec l’augmentation de la durée du stress.

Figure 33 : Variation de la matière sèche chez les
couples symbiotiques en fonction de la durée du stress.

Pour les couples symbiotiques qui n’ont subi aucune restriction hydrique, la matière
sèche présente une valeur moyenne maximale (47 g/plant) par rapport aux traitements
stressés. Cette valeur varie entre 50 g/plant chez le couple symbiotique SA2-NIG et 43 g/
plant chez l’association symbiotique SA3-BER.

Le stress hydrique pendant cinq jours sans arrosage n’induit pas un effet néfaste sur
la biomasse sèche totale. Le rendement moyen en matière sèche obtenu est de 45 g/plant.
La valeur la plus élevée (48 g/plant) est observée chez l’interaction symbiotique SA2-TIM
tandis que le couple symbiotique SA3-OUM enregistre une matière sèche la plus faible (42
g/plant).

Après dix jours de déficit hydrique, l’effet de ce dernier se manifeste par une réduction
de la matière sèche chez toutes les interactions symbiotiques. La biomasse sèche moyenne
enregistrée pour ce traitement est de 36 g/plant, soit une baisse de 23,40 %. La population
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nigérienne inoculée par l’isolat SA2 surclasse toutes les associations symbiotiques avec
une valeur de 40 g/plant. L’interaction SA3-BER se classe à la dernière place avec une
valeur de 33 g/plant.

L’application d’une contrainte hydrique sévère provoque une forte diminution de la
matière sèche, soit une baisse de 36,17 % par rapport au témoin. Les interactions
symbiotiques SA3-BER et SA3-OUM sont plus affectées par cette contrainte avec
respectivement 26 et 27 g/plant. Par contre, la population nigérienne inoculée par l’isolat
SA2 présente la meilleure valeur de la matière sèche (33 g/plant), et semble moins affectée
par la sécheresse.

L’analyse de la variance a révélé une différence très hautement significative entre les
couples symbiotiques et hautement significative entre les traitements hydriques (annexe
V.3).

Discussion
La réponse des couples symbiotiques au déficit hydrique est différente. Les populations
d’El-Kala (Tonga-Ouest, Oum-Tboul et Berrihane) inoculées par l’isolat SA3 sont les
plus affectées par le manque d’eau. Par contre la population Timimoun et la population
nigérienne inoculées par l’isolat SA2 paraissent plus tolérantes au déficit hydrique. Le reste
des interactions symbiotiques montre une tolérance moyenne.

La réduction de la matière sèche sous l’effet de la contrainte hydrique est rapporté par
plusieurs auteurs notamment chez Vicia faba L. (Mwanamwenge   et al ., 1999), Cicer
arientinum L. (Ounane   et al ., 2003 ; Slim   et al ., 2008), Medicago sativa L. (Lazali, 2006),
Vigna unguiculata L. (Sarr   et al ., 2001 ; Hamidou   et al . 2005) Hedysarum carnosum
Desf (Tibaoui   et al ., 2006), Abelmoschus esculentus  (Sankar   et al ., 2007).

Amri-Tiliouine (2008) sur l’arachide enregistre une matière sèche de 2,39 g/plant pour
le traitement irrigué et seulement 1,06 g/plant pour le traitement stressé.

La production de la matière sèche est différemment affectée par les contraintes
hydriques selon les souches rhizobiennes (Sexena   et al ., 1993) et le stade phénologique
de la plante (Roy   et al ., 1995).

VII. Regroupement des couples symbiotiques
L’analyse en composantes principales a été réalisée sur l’ensemble des caractères morpho-
physiologiques, biochimiques et agronomiques étudiées. En effet, la première composante
principale explique 82,08 % de la diversité totale, elle est corrélée positivement avec HT,
SF, NR, PRO, CHL a, CHL b, ARA, ANR, TRE, PHF, EUE, NGP et RDT comme elle est
corrélé négativement avec RS, TCV et MS.

La deuxième dimension n’explique que 4,66 % de la variance ; elle est corrélée
négativement avec SS. Le plan 1-2 apporte 86,74 % de l’information. La dispersion
des individus dans le plan défini par les deux composantes principales a révélé une
hétérogénéité entre les interactions symbiotiques étudiées. Ainsi,
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∙ Les associations symbiotiques SA3-BER, SA3-OUM, SA3-TON, SA3-TIM, SA1-BER,
SA1-OUM et SA1-TON constitue un groupe caractérisé par une bonne croissance
végétative, une teneur relative en eau élevée, un potentiel hydrique foliaire faible, une
bonne fixation symbiotique azotée.

∙ Les populations d’arachides saharienne (Timimoun) et nigérienne inoculées par
l’isolat SA2 constituent un groupe caractérisé par une température du couvert végétal,
une résistance stomatique et une matière sèche élevés.

∙ Le reste des couples symbiotiques constitue un groupe intermédiaire entre les deux.

Figure 34 : Représentation des couples symbiotiques en deux dimensions.
L’ACP complétée par la classification ascendante hiérarchique permet de classer les

quinze couples symbiotiques étudiés en deux groupes distincts I et II, et cela à une distance
Euclidienne de similitude de 1,6.

Le premier groupe I contient les couples symbiotiques les plus tolérantes à la
sécheresse à savoir : SA3-TON, SA3-BER, SA3-OUM, SA3-TIM, SA1-BER, SA1-OUM et
SA1-TON.

Le deuxième groupe II rassemble les interactions symbiotiques SA1-TIM, SA1-NIG,
SA2-BER, SA2-OUM, SA2-TON, SA3-NIG, SA2-TIM et SA2-NIG. Ce groupe se subdivise
rapidement à une distance Euclidienne de similitude de 1,20 pour détacher les couples
symbiotiques SA2-TIM et SA2-NIG constituant un sous groupe à part. Les couples
symbiotiques de ce sous-groupe se sont révélés les plus sensibles au déficit hydrique. Le
reste des interactions symbiotiques du groupe II sont intermédiaires.
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Figure 35 : Dendrogramme des couples symbiotiques
en fonction des différents caractères étudiés.

L’analyse de cet arbre (Fig. 36), indique que les associations symbiotiques étudiées se
partagent en trois groupes distincts sous contrainte hydrique.

∙ Le premier groupe recèle les couples symbiotiques SA3-BER, SA3-OUM, SA3-TON,
SA3-TIM, SA1-BER, SA1-TON, SA1-OUM. En effet, les interactions symbiotiques de
ce groupe se sont révélées les plus tolérantes à la sécheresse ;

∙ Le deuxième groupe contient les couples symbiotiques SA2-TIM et SA2-NIG, qui sont
plus sensibles au déficit hydrique ;

∙ Le troisième groupe renferme le reste des couples symbiotiques qui sont
intermédiaires entre les deux groupes.
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Figure 36 : Arbre de répartition des couples symbiotiques
en fonction des différents caractères étudiés.
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conclusion générale

Ce travail qui a porté sur l’étude de la symbiose arachide-rhizobia a permis d’identifier
plusieurs réponses de cette association au stress hydrique qui prédisent de l’existence de
divers mécanismes d’adaptation à cette contrainte.

Ces mécanismes qui peuvent être de nature morphologiques, physiologiques ou
agronomiques se déclenchent séparément ou ensemble, pour contrecarrer les effets du
stress hydrique.

Les différentes combinaisons symbiotiques étudiées réagissent différemment à la
contrainte hydrique. Cette diversité constitue un atout majeur pouvant être exploité pour
déterminer les mécanismes les plus efficients déployés par l’arachide pour s’adapter à la
contrainte hydrique.

La nature de ces mécanismes ne semble pas être liée à l’espèce ni à l’origine des
populations étudiées. La diversité des réponses au stress hydrique serait plutôt sous le
contrôle de l’association de deux partenaires (plante/bactérie).

L’arachide déploie plusieurs stratégies adaptatives en fonction de la durée de la
contrainte hydrique : (i) ajustement osmotique par l’accumulation de la proline (1,50 mg/
g MVS) et des sucres solubles (20,80 mg/g MVF) ; (ii) modifications morphologiques
(évitement) par la diminution de la hauteur de la tige (9,60 cm), la réduction de la surface

foliaire (2,70 cm2) et l’augmentation de la résistance stomatique (5,57 s/cm) ; (iii) baisse de
l’état hydrique de la plante par la diminution de la teneur relative en eau (59 %), du potentiel
hydrique foliaire (- 2,54 MPa) et l’augmentation de la température du couvert végétal (41°C).

Le potentiel hydrique foliaire, l’efficience de l’utilisation de l’eau et la fixation symbiotique
de l’azote sont les paramètres les plus corrélés avec le rendement. Leur affectation par la
contrainte hydrique pénalise fortement le rendement. Ces critères peuvent être utilisés pour
la sélection d’un matériel végétal adapté au stress hydrique.

La fixation symbiotique est un paramètre important qui s’inscrit dans le nouveau concept
de l’agriculture durable et qui s’intègre parfaitement à nos conditions édapho-climatiques.
Il est cependant admis que l’arachide est relativement moins performante dans la fixation
symbiotique de l’azote comparativement aux autres légumineuses. Pour améliorer cette
capacité, de nombreux travaux de recherche se sont orientés vers la sélection variétale
(Hong, 1998 ; Rusli   et al ., 1998). Les plus grands potentiels de fixation symbiotique

obtenus sur l’arachide par la sélection variétale atteignent 121 kg N ha-1 soit 70 % environ
des besoins de cette plante (Rusli   et al ., 1998). L’inoculation du sol par des souches
bactériennes performantes peut aussi améliorer ce potentiel en établissant une symbiose
efficiente pouvant supporter les contraintes hydriques.

L’analyse statistique des données indique une différence significative entre les
différentes durées du stress hydrique d’une part, et entre les couples symbiotiques de l’autre
part. Par ailleurs, l’analyse en composantes principales (ACP) révèle la présence de trois
groupes de couples symbiotiques, dont le premier groupe rassemble les couples SA3-BER,
SA3-OUM, SA3-TON, SA3-TIM, SA1-BER, SA1-TON et SA1-OUM qui semblent tolérants
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à la contrainte hydrique. Le deuxième groupe contient les couples SA2-TIM et SA2-NIG
qui paraissent sensibles au stress. Le troisième groupe rassemble le reste des couples
symbiotiques qui ont une réponse intermédiaire au stress.

A partir de tous les résultats obtenus, des recommandations et projections peuvent être
proposées pour compléter ce travail :

∙ Il serait intéressant de poursuivre ce travail par une étude du comportement des
couples symbiotiques attestés tolérants à la sécheresse en conditions de plein
champ. En effet, les expériences en pot n’ont pas permis de prendre en compte
la capacité de développement racinaire de l’arachide qui constitue un mécanisme
important d’adaptation à la sécheresse ;

∙ Une étude approfondie sur les mécanismes de tolérance au stress hydrique ne peut
être envisagée sans une approche moléculaire (identification d’un ou des gènes de
résistance) et biochimique (recherche de protéines synthétisées ou inhibées par le
stress) et serait indispensable pour améliorer rapidement la productivité de l’arachide
en Algérie.
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Annexes

Analyse de la variance
I. Caractères morphologiques
1. Hauteur de la tige
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 89,3 6,38 1,84 0,0789

Résidus 30 104 3,47   
Total 44 193,3    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 34,1 2,436 5,756 0,0001***

Résidus 30 12,696 0,423   
Total 44 46,796    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5
%Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 42,41 3,03 10,24 0,0001***

Résidus 30 8,88 0,3   
Total 44 51,29    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A       
SA1-OUM A B      
SA3-TON A B      
SA3-TIM A B C     
SA3-NIG A B C     
SA1-TON A B C     
SA3-OUM  B C D    
SA1-BER  B C D E   
SA1-TIM   C D E   
SA1-NIG    D E F  
SA2-TON    D E F  
SA2-OUM     E F G
SA2-NIG      F G
SA2-BER      F G
SA2-TIM       G

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 55,25 3,95 2,5 0,0172*

Résidus 30 47,34 1,58   
Total 44 102,59    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A    
SA3-OUM A B   
SA1-TON A B C  
SA3-BER A B C  
SA1-OUM A B C D
SA3-TIM A B C D
SA3-NIG A B C D
SA1-BER A B C D
SA1-TIM A B C D
SA2-BER A B C D
SA2-TON  B C D
SA2-OUM   C D
SA1-NIG   C D
SA2-TIM    D
SA2-NIG    D

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques
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Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 2500,55 833,52 578,44 0,0001***
Couples symbiotiques 14 179,28 12,81 8,89 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 41,78 0,99 0,69 0,9148

Résidus 120 172,92 1,44   
Total 179 2894,53    

Classement des traitements hydriques selon le test Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D

2. Surface foliaire
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 34,92 2,49 119,86 0,0001***

Résidus 30 0,62 0,02   
Total 44 35,55    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A          
SA3-OUM  B         
SA3-BER  B C        
SA1-TON   C        
SA3-NIG   C        
SA3-TIM    D       
SA1-OUM     E      
SA1-BER     E      
SA1-TIM      F     
SA2-OUM      F     
SA2-TON       G    
SA1-NIG       G H   
SA2-BER        H I  
SA2-TIM         I  
SA2-NIG          J

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 35,02 2,5 12,15 0,0001***

Résidus 30 6,18 0,21   
Total 44 41,2    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A          
SA3-TON A B         
SA1-BER A B C        
SA1-OUM A B C        
SA3-NIG A B C C       
SA1-TON  B C C D      
SA3-TIM   C C D E     
SA3-BER    C D E F    
SA1-TIM     D E F G   
SA2-OUM      E F G H  
SA2-TON      E F G H  
SA1-NIG       F G H I
SA2-BER        G H I
SA2-NIG         H I
SA2-TIM          I

Traitement 10 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 26,89 1,92 2,17 0,0371*

Résidus 30 26,6 0,89   
Total 44 53,5    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A    
SA3-OUM A B   
SA3-TON A B   
SA1-TON A B C  
SA3-TIM A B C  
SA1-OUM A B C  
SA3-NIG A B C D
SA1-BER A B C D
SA2-BER A B C D
SA1-NIG A B C D
SA2-TON A B C D
SA2-OUM  B C D
SA1-TIM  B C D
SA2-TIM   C D
SA2-NIG    D

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 35,23 2,52 16,05 0,0001***

Résidus 30 4,7 0,16   
Total 44 39,94    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A       
SA3-BER A B      
SA3-OUM A B C     
SA3-TIM A B C D    
SA1-TON A B C D    
SA1-BER  B C D    
SA1-OUM   C D    
SA3-NIG   C D    
SA1-TIM    D E   
SA2-BER    D E   
SA2-TON     E F  
SA1-NIG      F G
SA2-TIM      F G
SA2-NIG       G
SA2-OUM       G

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements 3 2010,48 670,16 2110,29 0,0001***
Couples symbiotiques 14 113,23 8,09 25,47 0,0001***
Traitements*Couples
symbiotiques

42 18,83 0,45 1,41 0,0760

Résidus 120 38,11 0,32   
Total 179 2180,65    

Classement des traitements hydriques selon le test Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D

3. Nombre de ramifications
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 32,76 2,34 1,75 0,0972

Résidus 30 40,13 1,34   
Total 44 72,89    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 15,32 1,09 0,55 0,8784

Résidus 30 59,21 1,97   
Total 44 74,53    

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 20,27 1,45 7,39 0,0001***

Résidus 30 5,88 0,2   
Total 44 26,14    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A     
SA3-OUM A B    
SA3-BER A B    
SA1-TON A B    
SA3-TIM A B C   
SA3-NIG  B C D  
SA1-OUM   C D E
SA1-BER    D E
SA2-TON    D E
SA1-TIM    D E
SA2-OUM    D E
SA2-BER     E
SA1-NIG     E
SA2-TIM     E
SA2-NIG     E

Traitement 15 jours du stress



Etude de la symbiose à rhizobium chez l’arachide (Arachis hypogaea L.) cultivée sous contrainte
hydrique:

98

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 10,65 0,76 1,42 0,2030

Résidus 30 16,04 0,53   
Total 44 26,69    

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 752,47 250,82 248,22 0,0001***
Couples symbiotiques 14 64,84 4,63 4,58 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 14,15 0,34 0,33 0,9999

Résidus 120 121,26 1,01   
Total 179 952,71    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes   

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D

II. Caractères physiologiques
1. Proline
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,16 0,01 9,52 0,0001***

Résidus 30 0,04 0   
Total 44 0,19    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A         
SA3-OUM A B        
SA3-BER A B C       
SA3-TIM A B C       
SA1-TON  B C D      
SA3-NIG  B C D E     
SA1-OUM  B C D E F    
SA1-BER   C D E F G   
SA1-TIM    D E F G H  
SA2-TON     E F G H  
SA1-NIG      F G H I
SA2-OUM       G H I
SA2-BER        H I
SA2-TIM        H I
SA2-NIG         I

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,43 0,03 54,66 0,0001***

Résidus 30 0,02 0,00   
Total 44 0,45    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A           
SA3-TON A B          
SA1-BER  B C         
SA3-TIM   C D        
SA1-TON   C D        
SA3-NIG    D        
SA1-OUM    D E       
SA3-BER     E F      
SA2-NIG      F G     
SA1-NIG       G H    
SA2-TON       G H    
SA2-OUM        H I   
SA2-TIM         I J  
SA2-BER          J  
SA1-TIM           K

Traitement 10 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 1,01 0,07 84,43 0,0001***

Résidus 30 0,03 0,00   
Total 44 1,03    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A           
SA1-OUM A B          
SA3-TON  B C         
SA3-TIM   C D        
SA3-NIG    D        
SA1-TON     E       
SA3-OUM     E F      
SA2-BER      F G     
SA1-TIM       G     
SA2-NIG       G H    
SA2-TON        H I   
SA2-OUM         I J  
SA1-BER         I J  
SA2-TIM          J  
SA1-NIG           K

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,83 0,06 16,56 0,0001***

Résidus 30 0,11 0,00   
Total 44 0,94    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM A B       
SA1-BER A B C      
SA3-TIM A B C      
SA1-TON A B C      
SA1-OUM  B C D     
SA3-NIG   C D     
SA3-BER   C D     
SA2-TIM    D E    
SA1-NIG     E F   
SA2-TON     E F   
SA2-OUM      F G  
SA2-NIG      F G  
SA1-TIM       G H
SA2-BER        H

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 34,97 11,66 7511,59 0,0001***
Couples symbiotiques 14 1,63 0,12 74,82 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,81 0,02 12,42 0,0001***

Résidus 120 0,19 0,00   
Total 179 37,6    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

15 jours A    
10 jours  B   
5 jours   C  
Témoin    D

2. Sucres solubles
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 43,9 3,14 9,76 0,0001***

Résidus 30 9,64 0,32   
Total 44 53,55    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A     
SA1-TON A     
SA1-BER  B    
SA2-TON  B C   
SA1-OUM  B C D  
SA3-BER  B C D  
SA3-TIM   C D E
SA3-TON   C D E
SA1-TIM    D E
SA1-NIG    D E
SA3-NIG    D E
SA2-OUM     E
SA2-BER     E
SA2-TIM     E
SA2-NIG     E

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 134,11 9,58 16,84 0,0001***

Résidus 30 17,07 0,57   
Total 44 151,18    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A       
SA3-BER  B      
SA3-OUM  B C     
SA1-BER  B C D    
SA1-TON  B C D E   
SA3-TIM   C D E   
SA1-OUM   C D E   
SA3-NIG    D E F  
SA2-TON     E F  
SA1-TIM      F G
SA1-NIG      F G
SA2-OUM       G
SA2-BER       G
SA2-NIG       G
SA2-TIM       G

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 201,35 14,38 78,65 0,0001***

Résidus 30 5,49 0,18   
Total 44 206,84    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A       
SA1-TON  B      
SA3-OUM   C     
SA3-TON   C     
SA3-TIM   C     
SA3-NIG   C     
SA1-TIM    D    
SA1-NIG    D E   
SA1-BER    D E   
SA2-TON    D E   
SA1-OUM     E   
SA2-OUM      F  
SA2-BER      F G
SA2-TIM      F G
SA2-NIG       G

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 266,33 19,02 5,07 0,0001***

Résidus 30 112,67 3,76   
Total 44 379    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A      
SA3-OUM A B     
SA1-TON A B C    
SA3-BER A B C    
SA3-TIM A B C    
SA1-TIM A B C    
SA1-BER A B C D   
SA1-OUM  B C D E  
SA3-NIG  B C D E F
SA2-TON  B C D E F
SA1-NIG   C D E F
SA2-NIG    D E F
SA2-BER     E F
SA2-TIM      F
SA2-OUM      F

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 4417,72 1472,57 1219,84 0,0001***
Couples symbiotiques 14 494,39 35,31 29,25 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 151,31 3,60 2,98 0,0001***

Résidus 120 144,86 1,21   
Total 179 5208,28    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

15 jours A    
10 jours  B   
5 jours   C  
Témoin    D
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3. Chlorophylle a
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,29 0,02 3,37 0,0026**

Résidus 30 0,19 0,01   
Total 44 0,48    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A     
SA3-OUM A     
SA1-TON A B    
SA3-BER A B    
SA3-TIM A B    
SA1-OUM A B C   
SA2-BER A B C   
SA3-NIG A B C D  
SA1-TIM A B C D  
SA2-TON A B C D E
SA1-NIG A B C D E
SA2-OUM  B C D E
SA1-BER   C D E
SA2-TIM    D E
SA2-NIG     E

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,26 0,02 2,87 0,0076**

Résidus 30 0,19 0,01   
Total 44 0,45    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A     
SA3-OUM A B    
SA3-TON A B C   
SA3-TIM A B C D  
SA1-TON A B C D  
SA3-NIG  B C D E
SA1-TIM  B C D E
SA1-BER  B C D E
SA2-TON  B C D E
SA1-OUM  B C D E
SA2-BER  B C D E
SA1-NIG   C D E
SA2-NIG   C D E
SA2-TIM    D E
SA2-OUM     E

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,36 0,03 2,09 0,0440*

Résidus 30 0,36 0,01   
Total 44 0,72    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A    
SA3-TON A B   
SA3-BER A B C  
SA3-TIM A B C D
SA1-BER A B C D
SA3-NIG A B C D
SA1-TIM A B C D
SA1-TON  B C D
SA2-TON  B C D
SA1-OUM  B C D
SA2-OUM  B C D
SA2-BER  B C D
SA1-NIG  B C D
SA2-NIG   C D
SA2-TIM    D

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,60 0,04 6,66 0,0001***

Résidus 30 0,19 0,01   
Total 44 0,80    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM A B       
SA3-BER A B C      
SA1-TON A B C D     
SA3-TIM A B C D E    
SA1-TIM  B C D E F   
SA3-NIG  B C D E F   
SA1-BER  B C D E F G  
SA2-TON   C D E F G  
SA2-OUM    D E F G  
SA1-NIG    D E F G  
SA1-OUM     E F G  
SA2-BER      F G  
SA2-TIM       G H
SA2-NIG        H

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 11,01 3,67 469,58 0,0001***
Couples symbiotiques 14 1,24 0,09 11,29 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,28 0,01 0,84 0,7399

Résidus 120 0,94 0,01   
Total 179 13,46    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D
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4. Chlorophylle b
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,15 0,01 1,70 0,1090

Résidus 30 0,19 0,01   
Total 44 0,34    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,07 0,00 1,66 0,1200

Résidus 30 0,09 0,00   
Total 44 0,16    

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,12 0,01 1,63 0,1265

Résidus 30 0,16 0,01   
Total 44 0,28    

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,13 0,01 2,34 0,0247*

Résidus 30 0,11 0,00   
Total 44 0,24    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A    
SA3-OUM A B   
SA1-BER A B C  
SA3-BER A B C  
SA3-TIM A B C  
SA1-TIM A B C  
SA1-TON A B C D
SA3-NIG A B C D
SA1-OUM A B C D
SA2-TON A B C D
SA1-NIG  B C D
SA2-BER  B C D
SA2-OUM  B C D
SA2-TIM   C D
SA2-NIG    D

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 0,65 0,22 47,15 0,0001***
Couples symbiotiques 14 0,4 0,03 6,27 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,06 0,00 0,32 1,000

Résidus 120 0,55 0,00   
Total 179 1,66    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements hydriques Groupes homogènes
Témoin A   
5 jours A   
10 jours  B  
15 jours   C

III. Caractères biochimiques
1. Activité réductrice d’acétylène
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 2114,25 151,02 13,28 0,0001***

Résidus 30 341,08 11,37   
Total 44 2455,33    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A       
SA3-OUM A B      
SA3-TON  B C     
SA3-TIM  B C     
SA3-NIG  B C     
SA1-TON  B C D    
SA1-TIM   C D E   
SA2-TON    D E F  
SA1-BER    D E F  
SA1-OUM     E F G
SA1-NIG      F G
SA2-OUM      F G
SA2-BER      F G
SA2-TIM      F G
SA2-NIG       G

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 2451,71 175,12 39,86 0,0001***

Résidus 30 131,79 4,39   
Total 44 2583,51    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A         
SA3-BER  B        
SA3-OUM  B C       
SA1-TON  B C D      
SA3-TIM  B C D      
SA3-NIG   C D E     
SA1-OUM    D E     
SA1-BER     E F    
SA2-TON      F G   
SA1-TIM      F G   
SA2-BER       G   
SA2-OUM       G   
SA1-NIG        H  
SA2-TIM        H  
SA2-NIG         I

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 3805,54 271,82 53,34 0,0001***

Résidus 30 152,89 5,10   
Total 44 3958,42    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM  B       
SA1-TON  B       
SA3-BER  B C      
SA1-OUM  B C      
SA3-TIM   C      
SA3-NIG   C      
SA1-BER    D     
SA2-BER    D E    
SA1-NIG     E    
SA2-TON     E F   
SA2-OUM      F G  
SA1-TIM       G  
SA2-NIG       G H
SA2-TIM        H

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 1659,23 118,52 70,77 0,0001***

Résidus 30 50,24 1,67   
Total 44 1709,47    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A         
SA1-TON  B        
SA3-OUM  B        
SA3-TON   C       
SA1-OUM   C D      
SA3-TIM   C D      
SA1-BER   C D      
SA3-NIG    D E     
SA1-TIM     E F    
SA2-TON      F    
SA2-OUM      F G   
SA1-NIG       G H  
SA2-BER        H  
SA2-TIM         I
SA2-NIG         I

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 66100,29 22033,43 3911,26 0,0001***
Couples symbiotiques 14 8790,19 627,87 111,46 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 1240,54 29,54 5,24 0,0001***

Résidus 120 676,00 5,63   
Total 179 76807,02    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D
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2. Activité nitrate réductase
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,13 0,01 0,93 0,5372

Résidus 30 0,3 0,01   
Total 44 0,43    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,13 0,01 0,75 0,7084

Résidus 30 0,36 0,01   
Total 44 0,49    

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,1 0,01 0,58 0,8627

Résidus 30 0,37 0,01   
Total 44 0,47    

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,3 0,02 2,77 0,0094**

Résidus 30 0,23 0,01   
Total 44 0,53    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A     
SA3-TIM A B    
SA3-OUM A B    
SA1-TON A B C   
SA1-TIM A B C D  
SA1-OUM A B C D  
SA3-BER A B C D  
SA1-BER A B C D E
SA3-NIG A B C D E
SA2-TON A B C D E
SA1-NIG  B C D E
SA2-OUM  B C D E
SA2-BER   C D E
SA2-NIG    D E
SA2-TIM     E

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 7,86 2,62 249,24 0,0001***
Couples symbiotiques 14 0,52 0,04 3,54 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,13 0 0,3 1,0000

Résidus 120 1,26 0,01   
Total 179 9,78    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D

IV. Caractères liés à l’état hydrique de la plante
1. Teneur relative en eau
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 160,27 11,45 2,45 0,0193*

Résidus 30 140,12 4,67   
Total 44 300,39    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A    
SA3-TON A B   
SA3-OUM A B C  
SA1-BER A B C  
SA3-TIM A B C  
SA1-OUM A B C  
SA1-TON A B C  
SA1-TIM A B C  
SA3-NIG A B C  
SA2-BER A B C  
SA2-TON  B C D
SA2-OUM  B C D
SA1-NIG   C D
SA2-TIM   C D
SA2-NIG    D

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 262,6 18,76 33,54 0,0001***

Résidus 30 16,78 0,56   
Total 44 279,37    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A      
SA3-OUM  B     
SA3-BER  B     
SA3-TIM  B     
SA3-NIG  B     
SA1-TIM  B     
SA1-TON  B C    
SA1-BER  B C    
SA1-NIG  B C    
SA1-OUM   C    
SA2-TON    C   
SA2-BER    C D  
SA2-OUM     D E
SA2-NIG     D E
SA2-TIM      E

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 466,91 33,35 20,71 0,0001***

Résidus 30 48,31 1,61   
Total 44 515,22    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A       
SA1-BER A B      
SA3-OUM  B C     
SA3-BER  B C     
SA1-TON  B C D    
SA3-NIG  B C D    
SA1-OUM  B C D    
SA2-TON   C D    
SA3-TIM    D    
SA1-NIG    D E   
SA1-TIM     E F  
SA2-OUM      F G
SA2-BER      F G
SA2-TIM       G
SA2-NIG       G

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 110,27 7,88 13,07 0,0001***

Résidus 30 18,08 0,60   
Total 44 128,34    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A    
SA3-OUM  B   
SA3-TON  B   
SA1-BER  B C  
SA1-TON  B C  
SA3-TIM  B C  
SA1-OUM  B C  
SA3-NIG  B C  
SA1-TIM  B C  
SA2-TON   C  
SA2-OUM   C  
SA1-NIG    D
SA2-BER    D
SA2-NIG    D
SA2-TIM    D

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 30827,06 10275,69 5522,57 0,0001***
Couples symbiotiques 14 808,90 57,78 31,05 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 191,15 4,55 2,45 0,0001***

Résidus 120 223,28 1,86   
Total 179 32050,38    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D
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2. Potentiel hydrique foliaire
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,5 0,04 5,61 0,0001

Résidus 30 0,19 0,01   
Total 44 0,69    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A     
SA3-BER A     
SA3-OUM A     
SA1-TON A B    
SA3-TIM A B C   
SA1-BER A B C D  
SA1-OUM  B C D E
SA3-NIG  B C D E
SA2-TON   C D E
SA1-TIM   C D E
SA2-BER   C D E
SA2-OUM    D E
SA1-NIG    D E
SA2-TIM    D E
SA2-NIG     E

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 1,02 0,07 31,66 0,0001***

Résidus 30 0,07 0,00   
Total 44 1,09    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A       
SA3-TON A B      
SA3-BER  B      
SA1-TON  B C     
SA1-BER  B C     
SA3-TIM   C D    
SA1-OUM    D E   
SA3-NIG    D E   
SA2-OUM    D E   
SA1-NIG     E   
SA2-TON      F  
SA1-TIM      F G
SA2-BER      F G
SA2-NIG      F G
SA2-TIM       G

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 2,42 0,17 25,08 0,0001***

Résidus 30 0,21 0,01   
Total 44 2,63    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A     
SA3-OUM A B    
SA3-TON A B    
SA3-TIM A B    
SA1-OUM  B C   
SA1-TON   C D  
SA3-NIG    D  
SA1-BER    D  
SA2-TON    D  
SA2-BER    D  
SA1-NIG     E
SA2-TIM     E
SA2-OUM     E
SA1-TIM     E
SA2-NIG     E

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 2,41 0,17 20,91 0,0001***

Résidus 30 0,25 0,01   
Total 44 2,65    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM A B       
SA3-BER A B       
SA1-TON A B       
SA1-BER A B C      
SA3-NIG  B C D     
SA1-OUM  B C D E    
SA3-TIM   C D E    
SA2-BER    D E F   
SA2-TON     E F   
SA1-NIG      F G  
SA2-OUM       G H
SA2-TIM       G H
SA2-NIG        H
SA1-TIM        H

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 124,82 41,61 6997,04 0,0001***
Couples symbiotiques 14 5,21 0,37 62,61 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 1,14 0,03 4,56 0,0001***

Résidus 120 0,71 0,01   
Total 179 131,88    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes   

Témoin A    
5jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D
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3. Résistance stomatique
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 5,28 0,38 14,02 0,0001***

Résidus 30 0,81 0,03   
Total 44 6,09    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-TIM A      
SA2-NIG A      
SA2-BER A      
SA2-OUM A B     
SA1-NIG  B C    
SA2-TON   C    
SA1-TIM   C D   
SA1-TON   C D   
SA3-NIG   C D E  
SA3-TIM   C D E  
SA1-OUM   C D E  
SA3-TON    D E  
SA1-BER     E  
SA3-OUM     E  
SA3-BER      F

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 9,24 0,66 4,54 0,0003***

Résidus 30 4,37 0,15   
Total 44 13,61    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A      
SA2-TIM A B     
SA1-NIG A B     
SA2-OUM A B C    
SA3-NIG A B C D   
SA2-BER A B C D   
SA2-TON  B C D E  
SA1-TON   C D E  
SA3-TIM   C D E  
SA3-BER   C D E F
SA1-OUM   C D E F
SA1-TIM    C E F
SA3-OUM    C E F
SA1-BER     E F
SA3-TON      F

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 3,94 0,28 9,57 0,0001***

Résidus 30 0,88 0,03   
Total 44 4,82    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-TIM A        
SA2-NIG A        
SA2-OUM A B       
SA1-NIG A B C      
SA2-BER  B C D     
SA2-TON  B C D E    
SA1-TIM  B C D E F   
SA3-NIG   C D E F G  
SA1-OUM    D E F G  
SA1-BER    D E F G  
SA3-TIM     E F G  
SA3-BER      F G  
SA1-TON      F G H
SA3-OUM       G H
SA3-TON        H

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 5,22 0,37 2,94 0,0065**

Résidus 30 3,81 0,13   
Total 44 9,03    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A     
SA2-TIM A B    
SA1-TIM A B C   
SA2-OUM A B C D  
SA1-NIG A B C D E
SA2-BER  B C D E
SA3-TIM  B C D E
SA3-NIG  B C D E
SA2-TON   C D E
SA1-OUM   C D E
SA3-TON   C D E
SA3-BER    D E
SA1-TON    D E
SA1-BER     E
SA3-OUM     E

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 284,77 94,92 1089,97 0,0001***
Couples symbiotiques 14 21,24 1,52 17,42 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 4,93 0,12 1,35 0,1075

Résidus 120 10,45 0,09   
Total 179 321,39    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

15 jours A    
10 jours  B   
5 jours   C  
Témoin    D
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4. Température du couvert végétal
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 36,73 2,62 114,30 0,0001***

Résidus 30 0,69 0,02   
Total 44 37,42    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A          
SA2-TIM A          
SA1-NIG  B         
SA2-OUM  B C        
SA2-TON   C        
SA2-BER    D       
SA1-TIM    D       
SA1-BER    D E      
SA3-TIM     E      
SA1-TON      F     
SA3-NIG      F G    
SA1-OUM       G H   
SA3-BER        H I  
SA3-OUM         I  
SA3-TON          J

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 32,16 2,30 8,79 0,0001***

Résidus 30 7,84 0,26   
Total 44 40,00    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %



Annexes

125

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-TIM A          
SA2-NIG A B         
SA2-BER A B C        
SA1-NIG A B C D       
SA2-OUM A B C D E      
SA2-TON  B C G E F     
SA1-TIM   C D E F G    
SA3-NIG   C D E F G    
SA1-OUM    D E F G H   
SA1-TON     E F G H I  
SA1-BER      F G H I J
SA3-TIM       G H I J
SA3-OUM        H I J
SA3-TON         I J
SA3-BER          J

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 36,4 2,60 64,82 0,0001***

Résidus 30 1,20 0,04   
Total 44 37,6    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A             
SA2-TIM A B            
SA1-NIG A B            
SA2-BER  B C           
SA2-TON   C D          
SA2-OUM    D E         
SA1-TIM     E F        
SA3-NIG      F G       
SA3-TIM       G H      
SA1-TON        H I     
SA1-BER         I J    
SA3-OUM          J K   
SA3-BER           K L  
SA3-TON            L  
SA1-OUM             M

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 25,97 1,85 10,4 0,0001***

Résidus 30 5,35 0,18   
Total 44 31,32    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A     
SA2-TIM A     
SA1-TIM A     
SA2-OUM A     
SA2-TON A B    
SA1-NIG  B C   
SA2-BER  B C   
SA3-NIG  B C D  
SA3-TIM  B C D  
SA1-OUM   C D  
SA3-BER   C D  
SA1-TON   C D E
SA3-OUM   C D E
SA1-BER    D E
SA3-TON     E

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 3198,09 1066,03 8482,20 0,0001***
Couples symbiotiques 14 114,37 8,17 65,00 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 16,88 0,40 3,20 0,0001***

Résidus 120 15,08 0,13   
Total 179 3344,42    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

15 jours A    
10 jours  B   
5 jours   C  
Témoin    D
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5. Efficience d’utilisation de l’eau
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,12 0,01 1,57 0,1454

Résidus 30 0,16 0,01   
Total 44 0,27    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,16 0,01 7,77 0,0001***

Résidus 30 0,04 0,00   
Total 44 0,20    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A     
SA1-OUM A B    
SA3-BER A B    
SA1-TON  B C   
SA1-BER  D C   
SA3-TON  D C   
SA2-BER  B C D  
SA3-TIM  B C D  
SA1-TIM   C D E
SA2-TON   C D E
SA2-OUM   C D E
SA3-NIG    D E
SA2-TIM    D E
SA1-NIG    D E
SA2-NIG     E

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,22 0,02 11,46 0,0001***

Résidus 30 0,04 0,00   
Total 44 0,26    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A      
SA3-OUM A      
SA3-TON A B     
SA1-BER A B C    
SA1-OUM A B C    
SA3-NIG  B C D   
SA1-TON  B C D   
SA3-TIM  B C D   
SA2-OUM   C D E  
SA2-TON    D E F
SA1-NIG    D E F
SA2-BER    D E F
SA1-TIM     E F
SA2-NIG     E F
SA2-TIM      F

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,29 0,02 17,03 0,0001***

Résidus 30 0,04 0,00   
Total 44 0,33    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM A B       
SA3-BER A B       
SA1-OUM  B C      
SA1-BER  B C      
SA1-TON   C D     
SA2-BER   C D     
SA3-NIG   C D     
SA3-TIM   C D     
SA1-TIM    D E    
SA1-NIG     E F   
SA2-OUM     E F   
SA2-TON      F G  
SA2-TIM       G  
SA2-NIG        H

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 7,10 2,37 1014,27 0,0001***
Couples symbiotiques 14 0,68 0,05 20,87 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,10 0,00 1,05 0,4039

Résidus 120 0,28 0,00   
Total 179 8,17    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements hydriques Groupes homogènes
Témoin A   
5 jours A B  
10 jours    
15 jours   C

V. Caractères agronomiques
1. Nombre de gousses/plant
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance
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Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 123,87 8,85 0,42 0,9567

Résidus 30 635,33 21,18   
Total 44 759,20    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 147,91 10,57 0,49 0,9228

Résidus 30 652,00 21,73   
Total 44 799,91    

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 188,98 13,50 0,63 0,8154

Résidus 30 638,67 21,29   
Total 44 827,64    

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 222,00 15,86 1,72 0,1031

Résidus 30 276,00 9,20   
Total 44 498,00    

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 9688,36 3229,45 175,99 0,0001***
Couples symbiotiques 14 617,78 44,13 2,40 0,0053**
Traitements x Couples
symbiotiques

42 64,98 1,55 0,08 1,0000

Résidus 120 2202,00 18,35   
Total 179 12573,11    
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Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements hydriques Groupes homogènes
Témoin A   
5 jours A   
10 jours  B  
15 jours   C

2. Rendement
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 15,27 1,09 1,57 0,1454

Résidus 30 20,81 0,69   
Total 44 36,08    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 19,5 1,39 7,77 0,0001****

Résidus 30 5,38 0,18   
Total 44 24,87    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-OUM A     
SA1-OUM A B    
SA3-BER A B    
SA1-TON  B C   
SA1-BER  B C   
SA3-TON  B C   
SA2-BER  B C D  
SA3-TIM  B C D  
SA1-TIM   C D E
SA2-TON   C D E
SA2-OUM   C D E
SA3-NIG    D E
SA2-TIM    D E
SA1-NIG    D E
SA2-NIG     E

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 25,96 1,85 11,46 0,0001****

Résidus 30 4,85 0,16   
Total 44 30,81    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-BER A      
SA3-OUM A      
SA3-TON A B     
SA1-BER A B C    
SA1-OUM A B C    
SA3-NIG  B C D   
SA1-TON  B C D   
SA3-TIM  B C D   
SA2-OUM   C D E  
SA2-TON    D E F
SA1-NIG    D E F
SA2-BER    D E F
SA1-TIM     E F
SA2-NIG     E F
SA2-TIM      F

Traitement 15 jours du stress
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Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 31,97 2,28 17,03 0,0001***

Résidus 30 4,02 0,13   
Total 44 35,99    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA3-TON A        
SA3-OUM A B       
SA3-BER A B       
SA1-OUM  B C      
SA1-BER  B C      
SA1-TON   C D     
SA2-BER   C D     
SA3-NIG   C D     
SA3-TIM   C D     
SA1-TIM    D E    
SA1-NIG     E F   
SA2-OUM     E F   
SA2-TON      F G  
SA2-TIM       G  
SA2-NIG        H

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 1029,72 343,24 1174,68 0,0001***
Couples symbiotiques 14 81,21 5,8 19,85 0,0001***
Traitements x Couples
symbiotiques

42 11,49 0,27 0,94 0,5864

Résidus 120 35,06 0,29   
Total 179 1157,48    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements
hydriques

Groupes homogènes

Témoin A    
5 jours  B   
10 jours   C  
15 jours    D
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3. Matière sèche
Traitement ETM

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,23 0,02 0,33 0,9836

Résidus 30 1,46 0,05   
Total 44 1,68    

Traitement 5 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,14 0,01 0,77 0,6901

Résidus 30 0,40 0,01   
Total 44 0,54    

Traitement 10 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,19 0,01 2,28 0,0288*

Résidus 30 0,18 0,01   
Total 44 0,38    

Classement des couples symbiotiques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %
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Couples
symbiotiques

Groupes homogènes

SA2-NIG A    
SA2-TIM A B   
SA1-NIG A B C  
SA2-TON A B C  
SA2-OUM A B C  
SA2-BER A B C D
SA1-TIM A B C D
SA1-TON A B C D
SA3-NIG A B C D
SA3-TIM A B C D
SA3-OUM  B C D
SA1-OUM  B C D
SA1-BER  B C D
SA3-TON   C D
SA3-BER    D

Traitement 15 jours du stress

Tableau d’analyse de la variance

Source de
variation

DDL SCE CM Test F Pr

Couples
symbiotiques

14 0,19 0,01 1,86 0,0756

Résidus 30 0,22 0,01   
Total 44 0,41    

Interaction couples symbiotiques x traitements hydriques

Tableau d’analyse de la variance

Source de variation DDL SCE CM Test F Pr
Traitements hydriques 3 10,27 3,42 181,57 0,0001***
Couples symbiotiques 14 0,70 0,05 2,66 0,0021**
Traitements x Couples
symbiotiques

42 0,05 0,00 0,07 1,0000

Résidus 120 2,26 0,02   
Total 179 13,29    

Classement des traitements hydriques selon le test de Newman-Keuls au seuil de 5 %

Traitements hydriques Groupes homogènes
Témoin A   
5 jours A   
10 jours  B  
15 jours   C

VI. Matrice de corrélation
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 HV SF NR PRO SS CHL
a

CHL
b

ARA ANR RWC PHF RS EUE TCV NGP RDT MS

HV 1,000                 
SF 0,947 1,000                
NR 0,869 0,900 1,000               
PRO -0,837-0,862-0,7931,000              
SS -0,767-0,801-0,7350,950 1,000             
CHL  
a

0,910 0,925 0,883 -0,814-0,7311,000            

CHL  
b

0,689 0,707 0,691 -0,507-0,3950,737 1,000           

ARA 0,938 0,957 0,909 -0,826-0,7590,936 0,728 1,000          
ANR 0,871 0,886 0,832 -0,822-0,7450,916 0,686 0,907 1,000         
RWC 0,943 0,975 0,911 -0,905-0,8470,930 0,684 0,960 0,894 1,000        
PHF 0,941 0,962 0,904 -0,894-0,8400,932 0,694 0,968 0,908 0,972 1,000       
RS -0,933-0,956-0,8980,859 0,791 -0,912-0,705-0,955-0,877-0,959 -0,9571,000      
EUE 0,890 0,902 0,863 -0,841-0,7760,910 0,685 0,939 0,897 0,913 0,950 -0,9141,000     
TCV -0,947-0,978-0,9080,877 0,830 -0,925-0,689-0,952-0,873-0,984 -0,9630,960 -0,8961,000    
NGP 0,839 0,847 0,826 -0,806-0,7500,825 0,604 0,865 0,812 0,855 0,888 -0,8620,901 -0,8491,000   
RDT 0,910 0,925 0,878 -0,862-0,7990,921 0,690 0,950 0,904 0,935 0,963 -0,9310,998 -0,9210,904 1,000  
MS 0,734 0,769 0,724 -0,886-0,8650,712 0,452 0,728 0,684 0,811 0,810 -0,7700,747 -0,7910,762 0,766 1,000


