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Résumé 
 
Les plantes de Nicotiana sylvestris ont subit un arrêt d’arrosage de 38 jours. Les plantes de tabac 
sont analysées régulièrement. Jusqu’au 6eme jour de l’arrêt d’arrosage, aucune différence 
significative n’est à signaler entre les plantes témoins et stressées sur les différents paramètres 
mesurés : la teneur relative en eau des feuilles la teneur en eau du substratum, l’intégrité 
membranaire et teneurs en proline, sucres solubles, protéines et les pigments photosynthétiques. 
La croissance est également maintenue. 
Entre le 6eme et 25eme jour de l’arrêt d’arrosage, la teneur en eau des feuilles se maintient. La 
proline est la première à s’accumuler à partir du 6eme jour, suivie par les sucres solubles à partir 
du 16eme jours. Ces deux osmolytes maintiennent une rétention de l’eau permettant le 
déroulement des activités vitales de la plante. Ainsi, la teneur en protéines et en  pigments 
photosynthétiques (chlorophylles et caroténoïdes) demeure stable, assurant ainsi un bon maintien 
des membranes cellulaires. 
A partir du 25eme jour de déshydratation, l’intensité du stress devient important et engendre la 
succession d’une série d’évènements. La teneur en eau du sol diminuant, la teneur en eau des 
feuilles  baisse également. Parallèlement, la teneur en protéines solubles et des chlorophylles et 
caroténoïdes diminue alors que la  proline et les sucres solubles s’accumulent d’avantage. En 
effet, la teneur en proline enregistrée en fin de l’expérimentation est de 6 fois plus importante  et 
celle des sucres solubles est de deux fois plus importantes. Ces deux osmolytes, outre leur rôle 
principal dans l’ajustement osmotique, assurent la protection des systèmes membranaires. En 
effet, l’intégrité membranaire n’est touchée qu’à partir du 35eme jour et elle est encore plus altérée 
au 38eme jour de déshydratation. 
Les plantes de Nicotiana sylvestris se sont montrées résistantes au déficit hydrique à travers une 
forte rétention d’eau via l’accumulation d’osmoprotectants notamment la proline et les sucres 
solubles assurant ainsi un bon ajustement osmotique. 
Mots clés : Nicotiana sylvestris, proline, sucres solubles, intégrité membranaire,  protéines , chlorophylles, 
caroténoïdes, TRE, stress hydrique. 
 
   



Summary 
 
 
Nicotiana sylvestris plants underwent a stop of watering during 38 days. Tobacco plants are 
analyzed every two days at the beginning, then every three days and, finally, every six days. 
Until the 6 th day of the stop of watering, no significant difference has been noticed between the 
control and strssed plants for the various measured parameters : relative water content of the 
leaves, membrane integrity and proline, soluble sugars, proteins and photosynthetic pigments 
contents. The growth is also maintained. 
Between the 6 th and 25 th day of the stop of watering, the water content of the leaves is 
maintened. Proline is the first to be accumulated starting from the 6th day, following by soluble 
sugars starting from the 16 th days. These two osmolytes allow a retention of water ensuring the 
course of the vital activities of the plant. Proteins and photosynthetic pigments (chlorophylls and 
carotenoids) content also remain stable, meaning a good maintenance of the cellular membranes. 
From the 25 th of dehydration, the intensity of the stress becomes important and generates a 
succession of series of events. The water content of the ground decreases and, so, the water 
content of the leaves drops. At the same time, soluble proteins and chlorophylls and carotenoids 
contents decrease whereas proline and soluble sugars accumulate more. Indeed, proline content 
recorded in end of the experimentation is six times more important and soluble sugars content is 
twice more important than the control. In addition to their principal role in the osmotic 
adjustment, theses two osmolytes ensure the protection of the membrane systems. Indeed, the 
membrane integrity is only affected from the 35 th day, and it is drastically deteriorated only 
from the 38 th day of dehydration. 
Nicotiana sylvestris plants were resistant to the water deficit through a strong retention of water 
via the accumulation of osmoprotectants and mainly proline and soluble sugars, thus ensuring a 
good osmotic adjustment. 
Key words : carotenoids, chlorophylls, membrane integrity, Nicotiana sylvestris, proline, 
proteins, RWC, soluble sugars, water stress. 
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1- Introduction 
 
Les processus impliqués dans l’élaboration du rendement d’une culture sont influencés par deux 
types de facteurs : les facteurs génétiques intrinsèques à la plante et les facteurs 
environnementaux. 
Parmi ces derniers, le déficit hydrique constitue l’un des facteurs limitant la croissance des 
plantes et la production des récoltes (Bray, 1997). 
 
La résistance aux conditions hydriques défavorables est une propriété essentielle des végétaux 
supérieurs, indispensable à la vie en milieu aérien. Différentes stratégies de tolérance ont été 
identifiées que l’on peut regrouper en trois grands types d’adaptation (Bray, 1997) : 
 L’échappement ou l’évasion (escape) qui consiste à réaliser l’ensemble du cycle de 

développement pendant la période favorable, c’est à dire en dehors des périodes de 
sécheresse (cas des espèces éphémères du désert). Ces espèces évitent le stress en 
germant,  croissant et  fleurissant très rapidement juste après les pluies saisonnières.  

 
 La tolérance à la déshydratation consiste en un ensemble d’aptitudes à résister aux 

effets d’un faible potentiel hydrique (résistance mécanique, résistance aux dégradations 
membranaires...). Ce type de résistance s’exprime par un maintien de la turgescence, 
malgré un potentiel hydrique  négatif, rendu possible grâce au phénomène d’ajustement 
osmotique (synthèse accrue d’osmolytes variés) (Ramanjulu et Bartels, 2002), par une 
capacité de la membrane à conserver son intégrité (Monneveux et al., 1995), par la 
synthèse de plusieurs protéines de stress couplée avec un système antioxydant efficace 
(Ramanjulu et Bartels, 2002) ainsi que par un maintien de la translocation (Badji et 
Feyen, 1995). 

 
 L’évitement ou l’esquive (avoidance) permet à la plante de maintenir un potentiel 

hydrique relativement élevé dans la plante. Cette stratégie est réalisée grâce à  certains 
caractères adaptatifs morphologiques et notamment une réduction de la surface 
transpirante, une diminution du nombre et de la  localisation des stomates, la présence  
d’une cuticule épaisse, etc.… (Ramanjulu et Bartels, 2002) .  

 
Le maintien d’un faible potentiel hydrique foliaire est également lié à une optimisation de 
l’absorption de l’eau par les racines. Ces dernières adoptent un ensemble de caractères 
morphologiques particuliers (longueur, volume, ramifications) de manière à utiliser plus 
efficacement l’eau. Ces caractères adaptatifs permettent d’équilibrer le bilan hydrique en 
réduisant les pertes en eau par évapo- transpiration et en augmentant l’absorption d’eau. 
 
Au niveau des plantes, la balance hydrique est déterminée par la perte de l’eau par évaporation 
(transpiration) et son absorption à partir du sol. Dès que la perte de l’eau par transpiration 
dépasse le taux d’absorption, il y a déficit hydrique. Ce dernier affecte l’ensemble des processus 
morphologiques, physiologiques et biochimiques.  
 
En effet, le moindre changement dans le bilan hydrique des plantes peut entraîner la fanaison, le 
flétrissement, la réduction de la croissance et du rendement, et même la mort de la plante si le 
stress est sévère (Ramanjulu et Bartels, 2002). 
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Notre étude est menée dans le but d’étudier et de comprendre la succession d’évènements 
survenant au cours d’un déficit hydrique et leurs interrelations. Pour ce, nous avons mesuré 
certains paramètres tels que : la teneur relative en eau, la teneur en eau du substratum, l’intégrité 
membranaire, les teneurs en proline, en sucres solubles, en protéines hydrosolubles et en 
pigments photosynthétiques ainsi que  la croissance. 
Elle a porté sur Nicotiana sylvestris L., lequel fait l’objet d’intenses études dans les différents 
laboratoires à travers le monde et particulièrement à l’Institut de Biotechnologies des Plantes 
d’ORSAY (Paris XII). Ainsi, ce travail se veut une contribution aux études menées par ailleurs 
sur un mutant de Nicotiana sylvestris (CMS2) ( la mutation est au niveau mitochondriale), 
considéré comme résistant à la déshydratation. 
En effet, le mutant de Nicotiana sylvestris est dépourvue d’une sous unité du complexe I 
fonctionnel de la chaîne respiratoire et qui maintient un taux de respiration normal grâce à 
l’activité des NADH déshydrogénase alternes. 
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2- Rappels bibliographiques 
 
2.1. Nicotiana sylvestris L 
 
Nicotiana sylvestris L est une plante herbacée, gracieuse, vivace, originaire d’Amérique du sud. 
Elle est cultivée comme annuelle dans les zones tempérées et pérenne dans les zones sans hivers 
glacés. 
C’est une espèce qui prédomine à la fin de l’été. Elle appartient au sous embranchement des 
Angiospermes, classe des Dicotylédones, ordre des Solanales, famille des Solanacées. On 
l’appelle communément «le tabac sylvestre», «le tabac des bois», «le tabac géant», «le tabac 
fleuri»ou «le seul solitaire». 
 
 

 
 
              Photo 1 : Aspect général de Nicotiana sylvestris. ( In http : // plantsdatabase.com ) 
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A l’instar des espèces voisines, le tabac sylvestre peut dépasser 1,5m de hauteur (jusqu’à 3m de 
hauteur) et peut atteindre 0,4 à 1m de diamètre. 
Le système racinaire est assez vigoureux et pivotant (Photo. 2 A). Les tiges sont assez épaisses. 
Les premières feuilles se forment en rosettes au printemps. Elles sont grandes, de type caduques, 
ovales, pointues à l’extrémité et décurrentes à la base de la tige, de couleur verte nette, 
visqueuses, gluantes (présence de glandes à résine), atteignant une longueur d’une trentaine de 
cm (Photo1). 

              
A                                                                           B 

 

 
           

Photo 2 : Aspect du système racinaire (A) et des fleurs (B)de Nicotiana sylvestris. 
 
 
Le tabac sylvestre attend la fin de l’été (Juillet-Août) pour épanouir ses élégantes fleurs blanches 
à corolle au long tube (fleurs tubuleuses) de 3 cm de longueur et 1,5 cm de largeur, très 
parfumées, à odeur luxuriante qui ressemble au jasmin, ce qui attirerait les insectes (oiseaux 
mouches). Les fleurs sont réunies en grappes et émergent longuement, avec ampleur, du 
feuillage (apparaissent en masse sur les ramifications de la plante) (Photo. 2 B). 
 
Nicotiana sylvestris est pollinisée par les papillons. Les gousses commencent à se former à partir 
de janvier, les feuilles conservent leur apparence verte, entièrement visqueuses et piègent les 
insectes volants. Nicotiana sylvestris est taillé en automne et il produit rapidement des feuilles en 
rosettes en hiver. Comme les espèces de ce genre, les feuilles sont capables de contenir des 
poisons narcotiques. En effet, chez les jardiniers à la peau fragile, le contact avec les feuilles 
glanduleuses peut causer de légères irritations 
Nicotiana sylvestris se multiplie par graines, au printemps, au chaud (20°C). Les graines 
minuscules ont un besoin de lumière pour germer durant 5 à 15 jours. 
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2.2 - Définition du stress 
 
Ce mot d’origine anglaise, désigne à la fois «l’agent exerçant une contrainte» et «la situation de 
contrainte». Dans plusieurs définitions, le stress est considéré comme une déviation significative 
des conditions optimales de la vie entraînant des changements et des réponses au niveau 
fonctionnel de l’organisme (Larcher, 1995).  
Selon Selye (1936), l’organisme sous les conditions stressantes passera par une succession de 
phases caractéristiques (Fig. 1) :  
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                          
 
 
Lorsque une contrainte (ou un facteur stressant) survient au niveau cellulaire, commence 
immédiatement la phase d’alarme. Elle débute par la déstabilisation d’un certain nombre de 
structures, en particulier les membranes, et d’un certain nombre de fonctions (processus 
biochimiques et métabolisme énergétique) requises pour la poursuite normale des activités 
vitales de la plante. Le catabolisme l’emporte sur l’anabolisme : c’est la réaction fondamentale 
de stress.  
Puis apparaissent très rapidement,  des processus de réparation et de restauration de l’état initial 
par la synthèse de molécule de protection, c’est la réaction de restitution ou de récupération. 
Il y a, alors, retour à l’état initial à condition que le facteur de stress disparaît.  
Si le facteur de stress continue, voire s’intensifie, la plante accentue ses processus de protection ; 
s’installe alors la phase suivante où certains nouveaux caractères (par rapport à l’état moyen ou 
normal) apparaissent : c’est la phase de résistance. L’exposition graduelle au stress induit des 
modifications physiologiques et fait que la plante augmente sa résistance, survit, et continue à se 
reproduire au cours de la période de stress (endurcissement). l’endurcissement est une 
acclimatation au stress et correspond à une étape de résistance maximale.  
Les modifications induites lors de l’endurcissement ne sont pas transmises aux générations 
suivantes, mais la plante les garde toute sa vie.  
Si l’intensité du stress reste stable, un haut degré de résistance est développé par la plante, alors 
s’ensuit un retour à une situation d’activité normale (ajustement), plus ou moins proche de celle 
de départ. Si l’état du stress dure très longtemps, ou si l’intensité des facteurs du stress augmente, 
l’étape d’épuisement peut se mettre en place avec apparition de dommages irréversibles dus au 

Figure 1 : Les phases successives d’un stress (d’après Selye, 1936, 1973 et Stockers, 1947 ; 
                 In Larcher, 1995).   
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facteur lui même, ou à l’attaque de prédateurs ou de parasites, menant ainsi à l’effondrement des 
fonctions  de la plante.  
La réponse au stress est donc une interaction entre l’effort de s’adapter et les processus 
potentiellement létaux dans le protoplasme. La contrainte, l’adaptation et la résistance sont des 
parties interconnectées de l’évènement entier. 
 
2.3 - Le statut de l’eau dans la plante 

Le statut de l’eau dans la plante est l’une des composantes les plus importantes dans 
l’identification du degré de sensibilité des génotypes. Deux paramètres, le Potentiel Hydrique 
foliaire (Ψ) et la Teneur Relative en Eau (TRE) décrivent le statut hydrique des plantes (Lawlor, 
1994 ; Lawlor et Cornic, 2002). 

 
 Le Potentiel Hydrique (Ψ), ou Potentiel Chimique de l’eau, représente la mesure la plus 
utilisée pour caractériser le statut de l’eau. Il fournit une description thermodynamique de l’eau 
dans les plantes et il constitue une force motrice du mouvement de l’eau (Lawlor et Cornic, 
2002). En effet, la différence du potentiel hydrique à travers la membrane (membrane plasmique, 
tonoplaste ou membranes d’autres organites) exprime le mouvement de l’eau à travers les 
différents compartiments cellulaires et détermine, donc la direction du flux. Le Potentiel 
Hydrique Cellulaire est inférieur à celui de l’eau pure, sa valeur algébrique est donc négative. Il 
peut être exprimé par unité de pression : Pa, Atm, Bar ou en J.mol-1 (énergie par volume). 
Les composantes du Potentiel Hydrique peuvent être résumées par l’équation suivante (Kramer, 
1983). 

 
 
 
Πs = Potentiel Osmotique. 
Πm = Potentiel Matriciel. 

P = Potentiel de Turgescence de la Cellule. 
 
• Le Potentiel Omotique (Πs) mesure l’énergie de rétention de l’eau cellulaire par les 

substances solubles, de petit poids moléculaire (ions, sucres, acides organiques et 
aminés,...). Il caractérise le degré d’imbibition du protoplasme et peut influencer le 
fonctionnement des organites cellulaires et l’hydratation des protéines enzymatiques. Il 
agit sur les processus métaboliques (Kramer, 1969 et 1983). Il est invariablement 
négatif. 

 
• Le Potentiel Matriciel (Πm) est fonction des forces de rétention de l’eau dans les 

microcapilarités des parois cellulaires et des substances hydrophiles du cytoplasme 
(Kramer, 1983). Cependant, les variations du potentiel matriciel (Πm) dans les feuilles  
influent très peu sur la variation de potentiel hydrique (Ψ) et de turgescence (P) tant 
que la déshydratation des cellules n’atteint pas un niveau critique, qui est selon Boyer 
(1965) de 40 % de la Teneur en Eau des feuilles. 

• Le Potentiel de Turgescence (P) mesure la force des pressions exercées par la vacuole 
par l’intermédiaire du cytoplasme sur la paroi. Il peut être positif, nul ou, dans des cas 
exceptionnels, négatif. 

 
   L’autre mesure du statut hydrique utilisée est la teneur en eau exprimée usuellement comme 
la Teneur Relative en Eau (TRE). C’est une mesure du volume cellulaire relatif (Lawlor et 
Cornic, 2002). 
 

Ψ = Πs  + Πm + P  
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La TRE est une estimation appropriée du statut hydrique de la plante (Larcher,1995). C’est 
également un indicateur fiable du statut hydrique pour la comparaison des tissus et des espèces 
(Lawlor et Cornic, 2002).  

La valeur normale de la TRE est d’environ 98% dans les feuilles gorgées d’eau et transpirantes 
(tissus en turgescence) et 40 % dans les feuilles desséchées sévèrement (Barr et Weatherley, 
1962). En règle générale, une valeur de TRE de 90 % entraîne la fermeture des stomates, la 
diminution de l’expansion cellulaire et de la croissance des organes. Lorsque la TRE atteint des 
valeurs entre 90 à 80 %, il s’ensuit des modifications dans la composition des tissus et des 
altérations dans les taux relatifs de la photosynthèse et de la respiration. Avec une TRE 
inférieure à 80 %, les changements dans le métabolisme deviennent marquées, avec arrêt de la 
photosynthèse, augmentation importante de la respiration et accumulation de certains composés 
notamment la proline et de l’acide abscissique (Lawlor et Cornic, 2002). Chez la plupart des 
espèces productives, la valeur typique de la TRE conduisant à la fanaison est située autour de 60 
à 70 % (Barr et Weatherley, 1962). 

Djebbar (2001) a réalisé une correspondance entre le potentiel hydrique foliaire (Ψ) et la TRE 
chez Nicotiana sylvestris au cours d’un stress hydrique.  
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 

 
 
 
 
 
 
Dans cette étude, le potentiel hydrique foliaire (Ψ) a été mesuré à différentes TRE des feuilles 
par la méthode de psychrométrie isopiestique à l’aide d’un thermocouple (appareil Wescor). La 
corrélation est forte, elle est de l’ordre de 0.98 (Fig. 2). 

Le maintien du statut hydrique est une contrainte majeure pour la croissance et le développement 
des plantes terrestres. Le rôle crucial que jouent les membranes cellulaires dans le maintien du 
statut hydrique des plantes a été mis en avant par la découverte des aquaporines. 
Les aquaporines sont un groupe de protéines membranaires hautement conservées appelées MIPs 
(Major Intrinsic Proteins) (Reizer et al., 1993). Elles forment des canaux qui facilitent le flux, la 
diffusion et les échanges de l’eau selon un gradient d’osmolarité existant à travers les 
membranes biologiques (Kaldenhoff et al., 1998 ; Gerbeau et al., 1999). Au niveau des 
membranes où elles sont localisées, elles renforcent de 10 à 20 fois l’augmentation du coefficient 
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de la perméabilité de l’eau de ces membranes (Chaumont et al., 2001). Ces canaux d’eau sont 
supposés également faciliter le flux de l’eau dans les tissus stressés et permettent un 
recouvrement rapide de la turgescence après réhydratation (Ramanjulu et Bartels, 2002). 

Les aquaporines sont regroupées en trois sous-familles basées sur l’analyse phylogénétique 
(Weig et al., 1997) : les deux groupes majeurs de MIPs sont divisés selon leur localisation : au 
niveau de la membrane plasmique PIPs (Plasma-Membrane Intrinsic Proteins) ou du tonoplaste 
TIPs (Tonoplast Intrinsic Proteins) (Tyermann et al., 1999). Le troisième groupe mineur chez les 
plantes comprend une séquence unique : NIP (noduline26- like MIPs) précédemment appelée 
NLM (Nod-Like MIP). Ce troisième groupe est situé au niveau de la membrane péribactéroïde 
des racines du soja, pour la fixation symbiotique de l’azote (Weig et Jakob, 2000). 

Plusieurs études ont noté, suite à une déshydratation, des changements dans l’expression des 
gènes de certaines aquaporines aussi bien au niveau et la membrane plasmique que du 
tonoplaste, correlés avec l’élongation cellulaire chez Arabidopsis thaliana (Yamaguchi-
Shinozaki et al.,1992), Lycopersicon esculentum, Zea mays (Fray et al., 1994), Pisum sativum 
(Ingram et Barlels, 1996), Nicotiana excelsior (Yamada et al., 1997), Helianthus Annuus (Sarda 
et al., 1997), Craterostigma plantagineum (Mariaux et al., 1998), Brassica oleracea  (Barrieu et 
al., 1999), Mesembryanthemum crystallinum (Kirch et al., 2000). 
La phosphorylation réversible des aquaporines est un moyen de régulation de la perméabilité à 
l’eau. Durant le déficit hydrique, la diminution du processus de phosphorylation pourrait ralentir 
la perte de l’eau à partir des cellules (Bray, 1997). En effet, dans les feuilles de Spinacea 
oleracea, un faible potentiel hydrique réduit la phosphorylation de l’aquaporine PM28A de la 
membranes plasmique. Ceci suppose une fermeture des canaux à eau, empêchant toute perte lors 
d’un stress (Johansson et al., 1998).  
 
2.4 - Action du stress hydrique sur la fermeture des stomates  
 
Les stomates permettent une sortie régulée de l’eau ; leur fermeture permet donc de limiter les 
pertes hydriques en cas d’un déficit en eau. L’état hydrique des feuilles participe également à la 
régulation de l’ouverture des stomates. 
Chez les plantes vasculaires, le premier effet du déficit hydrique est la fermeture des stomates 
avec, comme conséquence, une réduction des échanges gazeux. Cette fermeture des stomates 
paraît impliquer l’acide abscissique. 
Dans les feuilles non stressées, l’ABA est synthétisé continuellement à faible taux dans le 
cytoplasme des cellules du mesophylle foliaire à partir de la violaxanthine (synthétisée dans le 
chloroplaste). Ensuite, il tend à s’accumuler dans le chloroplaste où le pH est supérieur à celui du 
cytosol (sous forme d’ ABA-).  
Un déficit hydrique modéré cause une diminution du  pH du chloroplaste et augmente celui du 
cytosol et de l’apoplaste  (Hartung et al., 1988). De tels changements pourraient entraîner la 
libération de l’ABA à partir des chloroplaste des cellules du mesophylle (sous forme  ABAH+) 
dans l’apoplaste  où il est entraîné par la transpiration vers les cellules de garde, initiant ainsi la 
fermeture des stomates (Guignard, 2000). Cette faible quantité d’ABA emmagasinée dans les 
chloroplastes sert initialement à éviter une perte d’eau.  
 
Ultérieurement, l’ABA peut être importé vers les feuilles à partir des racines durant les périodes 
de déficit hydrique (Zeevaart et Creelman, 1988). En effet, il semblerait que l’assèchement du 
sol (Pessarkli, 1999) pourrait déclencher un signal impliquant la synthèse et l’accumulation de 
l’acide abscissique dans les racines à partir de la violaxanthine (synthétisée dans les leucoplastes) 
(Guignard, 2000). L’ABA est ensuite véhiculé par la sève brute comme «une molécule signal ». 
L’augmentation de la synthèse d’ABA à partir des racines sert à prolonger la fermeture des 
stomates (Hopkins, 1999).  
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Au niveau de la membrane plasmique des cellules de garde, l’ABA interagit avec un récepteur 
(un phospholipide ou une protéine) et entraîne une suite d’événements ( Fig. 3) :    
 

 
 
 

  
 

                                                                                                  

 

 
 
 

 

 
 
                                                                                                             
 
 
 

L’ABA d’origine foliaire initie une augmentation dans la concentration en Ca2+ libre cytosolique 
par l’entrée du Ca2+ à travers la membrane plasmique  via les canaux à Ca2+ (Hamilton et al., 
2000) (1). Cet apport en Ca2+, régulé par l’ABA vers le cytosol, est déclenché quand la 
membrane plasmique des cellules de garde est hyperpolarisée. De l’autre côté, l’ABA augmente 
le niveau de l’inositol 1,4,5 triphosphate (IP3) (2) qui est produit à partir de l’hydrolyse des 
phospho-inositides par la phospholipase C. L’IP3 libère le calcium à partir des réserves 
intracellulaires (vacuole) en régulant et ouvrant les canaux à Ca2+ du tonoplaste type calcium 
dépendant (Knight, 2000) (3). L’augmentation dans la concentration du Ca2+ cytosolique inhibe 
le flux entrant de K+ et stimule le flux sortant de  K+(4) . 
En plus de l’augmentation de la concentration du Ca2+ intracellulaire, l’ABA cause une 
alcalinisation du cytosol (Irving et al., 1992) (5) en agissant sur la sortie des protons H+ vers 
l’extérieur via une pompe H+-ATPase, ce qui active les canaux d’efflux de K+. 
Cette sortie de protons H+ activée par l’ABA stimule les canaux anioniques. La sortie des anions 
dépolarise la membrane (intérieur positif), ce qui réduit encore plus l’entrée de K+. Ainsi, la 
turgescence des cellules stomatiques diminue, entraînant la fermeture des stomates (Blatt et 
Grabov, 1997). 
 
2.5 - Effet du stress hydrique sur la croissance foliaire 

La surface foliaire, le nombre final de cellules et le taux de division cellulaire peuvent être 
grandement affectés par une réduction de la teneur en eau du sol (Granier et al., 2000). Cet effet 
dépend du temps d’exposition au déficit hydrique et de l’intensité du stress. Un stress hydrique 
modéré affecte le taux d’expansion durant le déficit, mais également durant une longue période 
après que les plantes soient réhydratées (Lecoeur et al.,1995). 
Dans les feuilles du grand fescue (Durand et al., 1995), de blé dur (Schuppler et al., 1998), de 
tournesol (Granier et Tardieu, 1999), de maïs (Tardieu et al., 2000) et de ricin (Schurr et al, 

Figure 3 : Mécanismes d’action de l’acide abscissique (ABA) sur la fermeture des stomates au 
niveau des cellules de garde d’après Mazliak (1998). 
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2000), le stress hydrique induit une augmentation du temps du dédoublement cellulaire, qui est 
lié à l’arrêt progressif de la division du noyau au cours de la phase G1 du cycle, sans 
changements dans la durée des phases S-G2-M du cycle cellulaire (Schuppler et al., 1998 ; 
Granier et al., 2000). 

Dans les feuilles de blé, la diminution du nombre final de cellules est liée à une réduction de 
l’activité la protéine kinase P34

cdc2. Cette protéine est le produit du gène cdc2 (cell-division-
cycle) (Schuppler et al., 1998). Son activité est nécessaire au début des phases S et M du cycle 
cellulaire (Mironov et al., 1999). 

Par ailleurs, dans les feuilles stressées de maïs, malgré l’inhibition de l’activité de  la protéine  
P34

cdc2, le taux  de l’enzyme reste inchangé et son activité est due à la phosphorylation de son site 
Tyr-15 (Granier et al., 2000).  
 
2.6 - Les pigments photosynthétiques 
 

2.6.1-  Les chlorophylles  

Les chlorophylles des plantes supérieures sont représentées par la chlorophylle a (chl a) comme 
pigment majeur et la chlorophylle b (chl b) comme pigment accessoire. Elles sont localisées dans 
les membranes thylakoidales (Joyard et al., 1998).  
 

 
 
 
Les chlorophylles sont un groupe de porphyrines dont les molécules comportent un noyau 
porphyrique à quatre groupes pyrroliques A,B,C,D reliés entre eux par un atome de Mg2+. Ce 
noyau correspond au pôle hydrophile.  Il porte deux groupement carboxyliques estérifiés, l’un 
par le méthanol, l’autre par un alcool en C20 (diterpène) correspondant au phytol. Cette longue 
chaîne carbonée constitue le pôle hydrophobe  

La chlorophylle a porte un groupement methyl (CH3) sur le noyau B, alors que la chlorophylle b  
porte un groupement formyl (CHO) (Fig. 4). 

Dans les chloroplastes, les chlorophylles sont associées à des polypeptides sous forme de 
complexes protéines-pigments (Guignard, 2000). 
L’enveloppe des chloroplastes est dépourvue de chlorophylles (Fig. 5) mais comporte de la 
protochlorophyllide et de la chlorophyllide (Joyard et al., 1998), précurseurs des chlorophylles. 

Figure 4 : Structure des chlorophylles (selon Richter, 1993). 
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 Biosynthèse et dégradation de la chlorophylle 

Quatre molécules de porphobilinogène (PBG) formées à partir du succinyl coA et la glycine 
s’assemblent donnant ainsi la protoporphyrine IX au niveau de l’enveloppe chloroplastique.  
Ensuite, il se forme un cinquième cycle (cycle E) par cyclisation d’un des acides propioniques 
donnant ainsi la protochlorophyllide. Dans cette phase, il y a insertion du Mg 2+ grâce à une Mg 
chelatase (Fig. 5). 

En présence du NADPH, cette voie continue par la réduction d’une double liaison du cycle D 
donnant ainsi la chlorophyllide, cette étape se réalise en présence de lumière, grâce à une 
enzyme: la protochlorophyllide oxydo reductase (POR), au niveau de l’enveloppe 
chloroplastique. 
La chlorophyllide quitte l’enveloppe vers les thylakoides. Une extrémité phytol (C20), 
synthétisée au niveau du stroma, vient s’y attacher pour donner la chlorophylle grâce à la 
chlorophylle synthétase située au niveau des membranes des thylakoides (Fig. 5). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

La voie de dégradation de la chlorophylle dans les feuilles sénescentes est différente de la voie 
de biosynthèse (Matile et al., 1996). La première étape consiste en l’enlèvement de la chaîne 
phytol par une chlorophyllase, suivie par l’enlèvement du Mg2+par une magnésium déchélatase. 
Ensuite, la structure porphyrine est ouverte par une oxygénase O2- dépendante. 
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Figure 5 : Schéma de synthèse des pigments photosynthétiques (Wilkinson, 1989, 
modifié).    
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2.6.2-   Les caroténoïdes 

Ce sont des pigments liposolubles dont le squelette carboné est constitué seulement d’unités 
isoprenoides. Ils interviennent en tant que pigments accessoires dans la photoprotection des 
chlorophylles contre la photo- oxydation et limitent la formation de molécules réactives 
d’oxygène (Foyer et Harbinson, 1994). 
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1-Desoxy-D-Xyllulose 5-Phosphate, IPP : Isopentyl Pyro Phosphatase, GGPP : Geranyl Geranyl 
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Les caroténoïdes dérivent de l’isopentenyl-pyrophosphate (IPP) synthétisé à partir du 1-deoxy-
D-xylulose 5-phosphate (DX5P) dans la voie Rohmer (Fig. 6). 
Ces hydrocarbures, fortement insaturés, sont représentés par les pigments non oxygénés ou  
carotènes (αcarotène et ß carotène) et les pigments oxygénés ou xanthophylles (luteine,  
violaxanthine,   néoxanthine,  zeaxanthine et anthéroxanthine) (Fig. 6). 
A l’exception de la violaxanthine, laquelle est prédominante dans l’enveloppe chloroplastique, 
tous les caroténoïdes  et les chlorophylles sont liés aux thylakoides. La violaxanthine participe 
aussi dans le cycle des xanthophylles. 
 
Dans les membranes des thylakoides, ces pigments sont associés avec d’importants complexes 
protéines-pigments (caroténoïdes-chlorophylles) (Linchtenthaler et al.,  1997). 

2.7 - Effet du stress hydrique sur la photosynthèse 
La photosynthèse est la force motrice de la production des végétaux. Elle permet la 
reconstitution du potentiel thermodynamique des cellules dont le maintien à un certain  niveau 
est indispensable. Au niveau de la plante entière, l’effet d’un déficit hydrique est toujours perçu 
comme la diminution de la photosynthèse et de la croissance associée à l’altération du 
métabolisme carboné (Iturbe-Ormaetxe et al., 1998). 
 
La teneur relative en eau dans les feuilles des plantes supérieures affecte leur physiologie et 
particulièrement l’assimilation du carbone et l’utilisation de l’énergie (Lawlor et Cornic, 2002). 
Une TRE qui passe de 100 à 90 % a peu d’effets sur le métabolisme photosynthétique (Meyer et 
Genty, 1999). Le seul fait qui induit une limitation de la photosynthèse est la réduction dans la 
diffusion du CO2 causée par la fermeture des stomates et la diminution de la concentration en 
CO2 intercellulaire (Lawlor et Cornic, 2002). Dans ce cas, l’accumulation du saccharose et 
l’amidon peut avoir lieu, reflétant le maintien d’une balance positive entre la synthèse et la 
consommation des photosynthétats en dépit de la réduction de la photosynthèse (Lawlor et 
Cornic, 2002).  
Une chute de la TRE au dessous de 85 % diminue davantage la conductance stomatique (Lawlor 
et Cornic, 2002). La diminution de la fixation du CO2 atmosphérique est significative mais 
réversible, due  en partie à la réduction de la concentration du CO2  et en partie à l’inhibition de 
l’enzyme clé du cycle de Calvin : la RubisCO (ribulose biphosphate carboxylase oxygénase) 
(Meyer et Genty, 1999). En effet, l’activité de la RubisCO diminue de 65% quand la TRE passe 
de 100 à 50 % (Tezzara et al.,1999). Cette faible concentration interne du CO2 mène à 
l’augmentation in vivo du rapport O2  / CO2. La Rubisco ayant une plus grande affinité vis à vis 
de l’O2 va fonctionner en tant qu’oxygénase, d’où augmentation de la photorespiration (Lawlor 
et Cornic, 2002). 
La synthèse du ribulose biphosphate et des trioses phosphates est réduite (Lawlor, 1994) alors 
que la consommation du saccharose par respiration continue jusqu’à ce que la teneur en 
carbohydrates solubles des feuilles diminue (Lawlor et Cornic, 2002). 
 
L’une des conséquences néfastes des conditions de sécheresse est l’exposition des plantes à un 
excès d’énergie accompagnant l’altération des systèmes photosynthétiques. Ainsi, le flux 
d’électrons vers l’oxygène augmente, entraînant l’augmentation de la production d’espèces 
réactives d’oxygène (ROS) dans les chloroplastes (Smirnoff, 1993 ; Osmond et al., 1997). Chez 
les organismes photosynthétiques, la production de ces ROS conduit à la formation de l’oxygène 
singulet (1O2

*), de l’anion superoxyde (O2
-), du peroxyde d’hydrogène (H2O2) et de l’hydroxyl 

actif (OH- ) (Neill et al., 1999) causant des dommages cellulaires tels que la peroxydation des 
lipides membranaires et une modification des protéines (Olsson, 1995). Pour contrecarrer la 
toxicité des espèces réactives d’oxygène, un système de défense anti-oxydatif efficient existe 
chez toutes les plantes (Foyer et al., 1994). Il inclut les constituants : 
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- enzymatiques : superoxyde dismutase, ascorbate peroxydase, gluthation réductase, , 
glutathion peroxydase, glutathion transférase et catalase (Foyer et al., 1994 ; Ramanjulu 
et Bartels, 2002) . 
- non enzymatiques : gluthation, ascorbate, anthocyanes, flavones, caroténoïdes, 
tocophérol, quinone et phénols (Munne-Bosch et al., 2001).  
 

La réponse des antioxydants au déficit hydrique dépend de la sévérité du stress, de l’espèce et de 
l’âge de la plante (Mittler et Zilinskas, 1994 ; Scandalios et al., 1997). Les gènes codant pour la 
synthèse des antioxydants enzymatiques comme l’ascorbate peroxydase, gluthation reductase et 
la superoxyde dismutase sont activés durant la déshydratation (Ingram et Bartels, 1996). 
 
Les caroténoïdes sont impliqués dans la dissipation de l’excès l’énergie par une réaction cyclique 
des xanthophylles (Lawlor et Cornic, 2002). Dans le cycle des xanthophylles, l’excès d’énergie 
est dissipé par de-époxidation de la violaxanthine via l’anthéroxanthine à la zeaxanthine grâce à 
l’activité de la violaxanthine de-epoxidase. La réaction de de-epoxidation utilise l’ascorbate 
comme reductant.  
L’epoxidation des pigments dans le cycle des xanthophylles a lieu grâce à l’activité de la 
violaxanyhine epoxidase et utilise le NADPH du stroma comme réductant. Les réactions 
d’epoxydation et de de-epoxydation se déroulent simultanément à des taux très différents; 
cependant, elles permettent la consommation cyclique des électrons et de protons et régulent le 
gradient du pH transthylakoidal  (Havaux et Niyogi, 1999). 

 
2.8 - Action du stress hydrique sur le métabolisme protéique 
 
La déshydratation des tissus végétatifs affecte également le métabolisme protéique (King et al., 
1992 ; Lawlor et Cornic, 2002); parallèlement, le taux de synthèse des protéines induites par le 
stress (déhydrines, LEAs, osmotine...) augmente (Bray, 1997). 
La protéolyse chez les plantes, comme d’ailleurs la synthèse des protéines, requiert de l’énergie 
sous forme d’ATP (Vierstra, 1993). Dans les cellules végétales, deux voies distinctes sont 
engagées dans la dégradation des protéines : la protéolyse vacuolaire indépendante de l’ATP et 
la protéolyse cytosolique dépendante de l’ATP (Zagdanska et Wisniewski, 1998). 
La dégradation dépendante de l’ATP augmente considérablement sous les conditions de 
déshydratation. En effet, chez Triticum aestivum L var milturum, la consommation de l’ATP 
dérivant de la respiration pour cette protéolyse compte pour environ la moitié de celle requise 
pour la synthèse des protéines et elle augmente de 75% suite au déficit hydrique (Zagdanska et 
Wisniewski, 1998). 
Selon Lawlor et Cornic (2002), lors d’un stress modéré, les teneurs en acides aminés diminuent; 
ils sont destinés à la synthèse des protéines et au maintien de la croissance. Quand l’intensité du 
stress devient importante, la synthèse des protéines est inhibée et leur dégradation est accélérée 
(Deleu et al., 1999), libérant les acides aminés libres et amides. 
 
La réduction de la synthèse protéique suite à une contrainte hydrique peut être liée à l’expression 
ou à la répression de certains gènes qui sont sous le contrôle de l’ABA (Bray, 1993). Elle 
provoque des perturbations au niveau des systèmes enzymatiques intervenant dans la 
protéogénèse (Calmes et al., 1985) et conduit le plus souvent à la diminution de la teneur en 
protéines (Zuily-Fodil, 1990). Cette inhibition de la synthèse des protéines peut être également 
expliquée par le non assemblage des acides aminés qui serait du à la défaillance des 
polyribosomes (Bradford et Hsiao, 1982), elle même liée à l’altération des ARNm entraînant la 
réduction de la formation des chaînes polypeptidiques (Handa et al., 1983), ce qui a été observé 
dans les feuilles de tomate (Ho et Mishkind, 1991).  



  15  

 
Au cours d’un déficit hydrique,  il peut y avoir également un changement qualitatif dans la 
synthèse protéique. En effet, Heikkila et al (1984) ont montré que le stress hydrique conduit à la 
synthèse de nouvelles protéines notamment les protéines de sécheresse. Il s’agit surtout d’une 
protéine de 60 kDa (Dasguta et Bewley, 1984) et d’une osmotine de 26 kDa (Singh et al., 1987). 
 
 Les protéines de stress  
 

• Les Heat Shock Proteins (HSP) 
 
Ce sont des protéines membres d’une famille multigènes, associées à la tolérance des plantes à la 
dessiccation, avec un poids moléculaire situé entre 15 et 110 kDa. Elles peuvent être divisées 
sommairement en deux groupes : les HSP à haut poids moléculaire (hight molecular weight 
HMW HSP) principalement HSP110, HSP90, HSP70, HSP60 et les HSPs à faible poids 
moléculaire(LMW HSP) (Vierling, 1991). 
 Elles sont codées par le noyau cellulaire, synthétisées dans le cytosol et transférées jusqu’au 
chloroplaste et la mitochondrie (Morimoto, 1993) ou restent dans le cytosol.  
Les HSP à faible poids moléculaire (16 à 30 kDa) sont des protéines dont la synthèse est 
récemment associée à la tolérance des plantes à la dessiccation (Wehmeyer et al., 1996). Durant 
le stress, elles maintiennent les structures cellulaires (Lindquist et Craig, 1988) et séquestrent les 
ARNm inactifs (Nover et al., 1989). Elles sont capables de maintenir les protéines en leur forme 
native, fonctionnelle. Elles interagissent avec les surfaces membranaires afin d’éviter la fuite 
d’ions et des solutés (Sales et al., 2000), minimisent l’agrégation des protéines non 
fonctionnelles, ciblent les protéines destinées à la dégradation et les évacuent de la cellule (Feder 
et Hofmann, 1999). 
 

• Les Late Embryogenesis Proteins (LEA) 
 
Les protéines LEA représentent une large famille de protéines, initialement découvertes comme 
des protéines de réserve. Elles sont synthétisées abondamment durant les dernières étapes du 
développement de l’embryon, d’où leur nom (Dure et al., 1981). Leur forte accumulation 
coïncide avec l’acquisition de la tolérance à la dessiccation. La présence de transcrits LEA dans 
les tissus végétatifs déshydratés confirme leur rôle essentiel dans la déshydratation (Kermode, 
1997 ; Ramanjulu et Bartels, 2002). 
Les protéines LEA sont, dans leur majorité, hydrophiles et résistantes à la chaleur (souvent 
solubles après ébullition). En fonction de leurs propriétés biochimiques et des similarités de 
séquences, les protéines LEA ont étés subdivisées en 5 groupes (Cuming, 1999) dont les 
dehydrines qui constituent le groupe le mieux étudié. Les protéines LEA peuvent protéger les 
structures cellulaires spécifiques et réduire les effets de la déshydratation par le maintien d’un 
minimum d’eau cellulaire (Ingram et Bartels, 1996). Elles préserveraient la structure des 
protéines en empêchant leur dénaturation et maintiendraient ainsi l’intégrité des membranes en 
prenant la place des molécules d’eau disparues (Cuming, 1999). Elles peuvent intervenir dans la 
séquestration d’ions (Zhang et al., 2000) et agir comme des molécules chaperonines (Close, 
1996). 
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2.9 - Ajustement Osmotique 
 
Le maintien du potentiel hydrique durant la déshydratation s’exprime par un maintien de la 
turgescence cellulaire rendu possible grâce à l’ajustement osmotique (Ramanjulu et Bartels, 
2002). 
 
En aidant à maintenir la turgescence foliaire, l’ajustement osmotique rend les plantes capables de 
garder leur stomates ouverts et continuer, de ce fait, à absorber le CO2 pour la réalisation de la 
photosynthèse sous les conditions d’un stress hydrique modéré (Hopkins, 1999). 
L’ajustement osmotique pour un végétal est lié à sa capacité d’accumuler au niveau 
cytoplasmique et de manière active certains solutés, de faible poids moléculaire et qui 
n’interfèrent pas avec le métabolisme cellulaire (Ramanjulu et Bartels, 2002). Ces solutés ont à 
pH neutre, sont non toxiques, chimiquement divers et très solubles dans l’eau. Ils sont appelés 
osmolytes ou solutés compatibles (Serraj et Sinclair, 2002).  
Les osmolytes incluent les sucres solubles (saccharose, glucose, trehalose), polyols (mannitol, 
sorbitol...), les composés ammonium quaternaires, notamment la proline, ainsi que les composés 
sulfonium tertiaires. Leur synthèse et leur accumulation sont répandues dans la plante et leur 
distribution varie selon les espèces. 
 
L’accumulation des solutés compatibles est accompagnée par une réduction de l’efflux de l’eau 
des cellules (Ramanjulu et Bartels, 2002) pour le maintien de la croissance et du métabolisme 
cellulaire. Ils permettent au cytosol d’accomplir un équilibre osmotique avec la vacuole, 
protégent les membranes cellulaires, les protéines et la machinerie métabolique du dommage 
résultant de la déshydratation (Rathinasabapathi, 2000). 
 
Bien que l’ajustement osmotique paraît être une réponse générale au stress hydrique, ce ne sont 
pas toutes les espèces qui sont capables d’ajuster leurs concentration en solutés. Il serait un 
caractère monogénique récessif et spécifique à certaines espèces seulement. Vigna unguiculata,  
espèce incapable d’ajustement osmotique, évite la dessiccation par la fermeture des stomates, ce 
qui permet le maintien d’un potentiel hydrique relativement élevé (Hopkins, 1999). 
 

• La Proline libre 
 
Les acides aminés sont des facteurs clés dans le métabolisme et le développement des plantes 
supérieures. La proline est le plus stable des acides aminés, la plus largement distribuée chez les 
plantes (Bonhert et Sheveleva, 1998). Plusieurs travaux ont montré une corrélation entre 
l’accumulation de la proline et la tolérance des plantes au déficit hydrique notamment. 
Certains auteurs supposent que son accumulation est associée à sa capacité d’agir comme un 
composant de la tolérance au stress des plantes. En effet, elle joue un rôle principal dans 
l’ajustement osmotique (Hare et al., 1998), comme protecteur des systèmes enzymatiques et des 
membranes (Albouchi et al., 1997), comme une source énergie, de carbone et d’azote,  
permettant un recouvrement après le stress (Zhang et al., 1997). D’autres auteurs pensent que 
l’augmentation du niveau de la proline peut être un symptôme de stress (Hanson et Hitz, 1982) 
qui résulte de déséquilibres dans d’autres voies métaboliques (Perèz-Alfoncéa et Larher, 1995).  
Chez les plantes, la proline est synthétisée de novo dans le cytoplasme principalement à partir du 
glutamate (Glu) via deux intermédiaires :  l’acide glutamique γ-semi aldéhyde (GSA) et ∆1-
pyrroline-5-carboxylate (P5C) suite à deux réductions successives, lesquelles sont catalysées par 
la P5CS (∆1-pyrroline-5-carboxylate synthéthase P5CS ; EC2.7.2.11/12.1.41) dans la première 
étape et la P5CR (∆1-pyrroline-5pyrroline réductase : P5CR ; EC105.1.2) dans l’étape finale 
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(Fig. 7). La P5CS est fortement régulée par retro-inhibition ; la biosynthèse de la proline ne peut 
résulter que du relâchement de l’inhibition exercée par feedback sur son activité.  
La production de la proline peut se faire également à partir de l’ornithine (dérivant de N-Acetyl-
glutamate). Dans ce cas, la conversion en proline suit deux parcours de transamination : l’un 
aboutit à l’acide glutamique γ-semi- aldéhyde pour suivre la voie glutamate, l’autre voie donne 
l’acide Keto-amino valérique qui subit une cyclisation et une réduction donnant à la fin de la 
proline (Asthon et al., 1993). Ces réactions sont catalysées par l’ornithineδ-amino transférase 
(SOAT) et la P5CR.  
Chez les jeunes plantules d’Arabidopsis thaliana, les deux voies : glutamate (glu) et ornithine 
(orn) entraînent une accumulation accrue de la proline (Roosens et al., 1998) alors que dans les 
plantules adultes, l’augmentation dans le taux de la proline libre est spécialement due à  
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
l’activité d’enzymes de la voie glutamate (Yoshiba et al., 1997), la voie ornithine étant réprimée 
(Hua et al., 1997 ; Roosens et al., 1998).  
La proline est dégradée par l’action de séquences enzymatiques de la proline deshydrogénase 
oxydase (PDH ; EC1.5.99.8) qui oxyde la proline en ∆1-pyrroline-5-carboxylate (P5C) dans la 
mitochondrie et la ∆1-pyrroline-5-carboxylate deshydrogenase (P5CDH ; EC1.5.1.12) qui 
convertit le ∆1-pyrroline-5-carboxylate (P5C) en glutamate (Peng et al., 1996) (Fig. 7). 
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Figure 7  : Voies de biosynthèse et de dégradation de la proline chez les plantes 
selon Asthon et al.,1993 ;  Iyer et Caplan (1998) 
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Les mécanismes contrôlant le niveau de la proline durant la déshydratation sont à la fois la 
régulation des gènes de l’enzyme de biosynthèse (∆1-pyrroline-5-carboxylate synthéthase) et de 
dégradation (proline déshydrogénase). 
 
La P5CS est codée par 2 gènes différemment régulés : AtP5CS1 et AtP5CS2. La stimulation de 
la biosynthèse de la proline sous l’effet de la déshydratation est corrélé avec une forte expression 
de ces gènes, et à des niveaux élevés de mRNA correspondant à une grande activité de l’enzyme 
(Yoshiba et al., 1999). En effet, les niveaux de transcrits codant la P5CS sont rapidement induits 
à un haut niveau après déshydratation (Igarashi et al.,1997). De même, les transcrits et l’activité 
P5CR (Murahama et al., 2001) sont importants suite à la déshydratation. A contrario, les 
transcrits de la proline deshydrogénase (PDH) sont indétectables et son activité diminue 
fortement suite à la déshydratation (Kiyosue et al., 1996). En effet, chez Arabidopsis thaliana, le 
blocage de l’activité de l’enzyme par un gène antisens (At PDH) favorise l’apparition de mutants 
capables d’accumuler de fortes quantités de proline en réponse au stress hydrique et le taux de 
proline demeure plus fort même après la levée de la contrainte (Xin et al., 1998). 
 
Le transport de la proline vers les organes stressés augmente en cas d’un déficit hydrique et 
nécessite des transporteurs (Verslues et Sharp, 1999). Ils sont au nombre de deux : l’un 
s’exprimant indépendamment du stress (ProT1) et l’autre fortement induit par le stress (ProT2) 
(Schwacke et al., 1999). En effet, chez Arabidopsis thaliana, 2 cDNA codant pour les 
transporteurs de proline ont été identifiés tels que ProT2  dont la concentration augmente quand 
la plante est sujette au stress hydrique (Hong et al., 2000). 

 
• Les sucres solubles 
 

La production des sucres par la photosynthèse est l’activité la plus importante de la vie des 
plantes. Le saccharose est le produit principal de la photosynthèse et la principale forme de 
transport de carbohydrates  (Weber et al., 1995). Son accumulation peut potentiellement jouer un 
rôle direct dans l’osmorégulation et comme protectant des macromolécules et des membranes 
(Bray, 1997).  
La synthèse du saccharose est activée largement par l’augmentation coordonnée de l’activité de 
deux enzymes: la saccharose phosphate synthétase (SPS ; EC.24.14) et la saccharose 6’ 
phosphate phosphatase (SPP) (Fig.  8). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 8 : Voies de biosynthèse du saccharose 
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L’accumulation du saccharose corrélée avec l’activation de la SPS, suite au déficit hydrique,  a 
été rapportée dans les feuilles de certaines espèces comme Phaseolus vulgaris (Castrillo, 1992), 
Spinacea oleracea L, Oryza sativa, Eucalyptus globulus (Garcia et al., 1997) ainsi que dans les 
tubercules de Solanum tuberosum (Geigenberger et al., 1997). 
L’importance de la SPS dans la synthèse du saccharose a été confirmée par des manipulations 
génétiques de l’enzyme. Ainsi la surexpression de l’enzyme SPS de Zea mays chez Lycopersicon 
esculentum induit l’augmentation de la synthèse du saccharose et l’augmentation du rapport 
saccharose / amidon dans les feuilles alors que l’expression antisens de la SPS dans les plants de 
Solanum tuberosum, supprime la stimulation de la synthèse du saccharose induite par la 
déshydratation (Geigenber et al., 1997) et augmente le flux de carbone vers la synthèse de 
l’amidon et les acides aminés (Krause et al., 1998). 
 
Certaines plantes soumises aux conditions de déshydratation sont caractérisées par une 
accumulation importante d’hexoses (glucose, fructose…), associée à une augmentation de 
l’activité de l’invertase acide vacuolaire, enzyme clivant irréversiblement le saccharose en 
glucose et fructose (Pelleschi et al., 1999) dans les tissus où l’activité de la saccharose phosphate 
synthethase est faible ou basse (Vanden. Ende et Van Laere, 1995).  C’est le cas des feuilles de 
Phaseolus vulgaris (Castrillo., 1992), Saccharum sp (Du et al., 1998), Zizyphus mauritiana 
(Clifford et al., 1998) et de feuilles matures de Zea mays (Kim et al., 2000).  
 
En effet, la suppression de l’activité de l’invertase acide par un ARN antisens augmente la teneur 
en saccharose dans les fruits de Lycopersicon esculentum (Klann et al.,1996) et réduit 
l’accumulation des hexoses dans les tubercules de Solanum tuberosum (Zrenner et al., 1996). 
L’activation de l’invertase acide soluble par la déshydratation permet l’accumulation des hexoses 
solubles provenant de la dégradation du saccharose stocké au niveau de la vacuole.  
 
La dégradation du saccharose peut être également catalysée par la saccharose synthetase (SS EC 
24.1.13) ou UDP-glucose : D-Fructose-2α-Glucosyltransferase qui catalyse le clivage réversible 
du saccharose en UDP-Glucose + Fructose. 
 
Deux isoformes de la SS (SS1 et SS2) ont été décrites chez plusieurs plantes supérieures. Ces 
protéines sont codées par 2 gènes différents (Koch,1996). L’expression des gènes de SS est 
régulée durant la déshydratation (Dejardin et al., 1999). En réponse à la déshydratation, les deux  
transcrits s’accumulent dans les feuilles de Phaseolus vulgaris (Castrillo, 1992) et dans les 
feuilles et les racines de Craterostigma plantagineum (Kleines et al., 1999).  
 
Au cours d’un déficit hydrique, 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 l’eau redevient abondante (Bensari, 1989). Le déficit hydrique 
semble agir sur l’activité alpha-amylasique qui est l’enzyme clé dans le processus de dégradation 
de l’amidon (Bensari, 1989). 
L’accumulation de ces hexoses permet un ajustement osmotique, qui pourrait contrecarrer la 
déshydratation cellulaire (Pelleschi et al., 1997). 
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2.10 - Intégrité membranaire 
 
La matière vivante dépend de deux processus : la synthèse des molécules  appropriées et leur 
assemblage dans des structures organisées (Hoekstra et al., 2001). Pour leur organisation 
cellulaire, l’effet hydrophobe est crucial. L’eau est une force dynamique qui assemble les 
phospholipides des membranes biologiques et des protéines en leur conformation native 
fonctionnelle. 
Une diminution de l’eau cause la réduction du volume cellulaire et entraîne un entassement des 
composés cytoplasmiques. Les contenus cellulaires deviennent alors très visqueux, augmentant 
ainsi la chance des interactions moléculaires qui peuvent causer la dénaturation des protéines et 
des membranes. 
 

 
 

Figure 9 : Mécanismes de stabilisation de la structure des protéines à 
différentes   étapes de la déshydratation chez les variétés sensibles et 
résistantes (Hoekstra et al., 2001).  
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Plusieurs composés dont la proline et les sucres solubles ont la propriété de stabiliser les 
protéines en leur forme native fonctionnelle et les membranes biologiques en leur phase fluide 
fonctionnelle (Hoekstra et al., 2001). 
La stabilisation de la structure des protéines dépend du degré du stress et de la performance de la 
plante à lui faire face (Fig. 9). 
Dans les cellules d’espèces végétales pleinement hydratées (a), la forme en repli native (N) des 
protéines natives est thermodynamiquement favorable et fonctionnelle. L’entassement des 
molécules suite à une diminution de l’eau augmente la probabilité de l’interaction des solutés 
cytoplasmiques avec la surface des protéines. Dans les cellules d’espèces sensibles au déficit 
hydrique (b), le manque de solutés compatibles (proline ou sucres) cause l’établissement de 
liaison préférentielle avec des molécules destabilisatrices (parmi elles certains ions) qui mènent à 
la déstabilisation de la protéine, causant ainsi sa dénaturation. 
Dans les cellules d’espèces tolérantes (c), la présence de solutés compatibles permet dans un 
premier temps une rétention de l’eau autour de la surface de la protéine (l’eau est symbolisée par 
une bande bleue). Ainsi, les protéines gardent une conformation native, fonctionnelle. Avec une 
diminution plus importante de l’eau autour de la surface de la protéine, les molécules de solutés 
compatibles, notamment les sucres qui étaient exclus de la surface de la protéine remplacent 
l’eau par l’établissement de liaisons hydrogènes, stabilisant ainsi la structure  de la protéine dans 
sa conformation native, fonctionnelle des cellules d’espèces tolérantes (d), alors que dans les 
cellules d’espèces sensibles, déshydratées (e), la conformation dénaturée, observée au préalable 
reste fixe avec l’intensification du stress. 
Le maintien de la structure fluide fonctionnelle de la membrane dépend du degré du stress et la 
capacité du végétal à lui faire face (Fig. 10).  
 
Dans les cellules pleinement hydratées (a), les lipides membranaires sont dans une phase liquide 
cristalline assurant à la membrane une fluidité et donc un fonctionnement optimum. Avec une 
diminution de l’eau (une teneur en eau intermédiaire), la présence de solutés compatibles 
(notamment les sucres) dans les cellules d’espèces tolérantes (b), garde la surface de la 
membrane hydratée (l’eau est symbolisée par une bande bleue) et empêche ainsi sa rigidification. 
Dans le cas des plantes sensibles (c), l’absence de ces solutés entraîne une augmentation dans la 
concentration des composés amphiphiles cytoplasmiques et leur diffusion au travers de la 
bicouche de phospholipides, causant ainsi une perturbation des membranes.  
 
Avec une diminution plus importante en eau, les molécules de sucres dans les cellules d’espèces 
tolérantes (d) remplacent l’eau disparue des membranes et établissent des liaisons avec la surface 
des membranes, assurant ainsi le maintien de l’espace entre les molécules de phospholipides, la 
bicouche reste dans une phase liquide - cristalline alors que dans les cellules d’espèces sensibles 
(e), l’absence de l’eau et de sucres, mène à un resserrement et un entassement des molécules de 
phospholipides, conduisant ainsi à un changement de phases (phases gel), qui mènera fortement 
à des dommages membranaires irréversibles.  
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Figure 10 : Effet des différentes étapes de déshydratation sur                                
l’intégrité de la membrane chez des variétés sensibles et résistantes ( Hoekstra et 
al., 2001). 
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2.11 – Signalisation  

Chez les plantes, la déshydratation induit une panoplie de réponses physiologiques, biochimiques 
et moléculaires (Shinozaki et Yamaguchi-Shinozaki, 2000).  

• Perception du signal 
 
La perception du signal de stress constitue l’étape initiale et importante qui précède l’induction 
de gènes en réponse à la déshydratation (Fig. 11). Elle est liée soit au changement du potentiel 
osmotique à travers la membrane plasmique causé dans certains cas par la diminution de la 
turgescence (Shinozaki et Yamaguchi-Shinozaki, 1997) (1), ou le changement de la tension du 
cytosquelette (Mizoguchi et al., 1997) (2) ou par un système de 2 composés Histidine-Kinases 
(3) qui fonctionnent comme des osmocapteurs (osmosensors) et qui entraînent des changements 
mécaniques au niveau de la membrane plasmique durant la déshydratation (Urao et al., 1999 ; 
Ramanjulu et Bartels, 2002). 
 
  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Messagers secondaires et facteurs impliqués dans la perception et la 
transduction du signal en réponse au stress hydrique. 

PLC : Phospholipase C ; PLD : Phospholipase D. 
Planche : Shinozaki K et Yamaguchi-Shinozaki K, 1997 et 2000 (modifiée)  
1’ : Changement de température. 
1 : Changement du potentiel osmotique. 
2 : Changement de tension du cytosquelette. 
3 : Osmosensors (Histidine-kinases). 
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• Transduction du signal 
 
Suite à la perception du signal, différents facteurs sont impliqués dans sa transduction : l’ABA 
(Ramanjulu et Bartels, 2002), le Ca2+ (Knight, 2000), les protéines Kinases Ca2+dépendantes 
(Bonetta et Mc Court, 1998), la thréonine Kinase de type Serine (Hirt, 1997),  les phospholipases 
C et les phospholipases D (Hirayama et al., 1995 ; Wang, 1999).  
 
Entre la perception du signal et l’expression des gènes, au moins quatre voies de transduction de  
signal existent (I-IV) et fonctionnent pour l’activation des gènes (Fig. 11). Deux de ces voies 
sont  «ABA- dépendantes» (I et II) tandis que les deux autres sont «ABA- indépendantes» (III et 
IV) (Shinozaki, Yamaguchi-Shinozaki, 2000).  
 
Dans l’une des voies dépendantes de l’ABA (I), l’expression des gènes requiert la biosynthèse de 
facteurs protéiques ou facteurs de transcription. La deuxième voie (II) n’exige pas la synthèse de 
protéines pour l’expression des gènes. Ces gènes présentent un élément de réponse à l’ABA dans 
leurs région motrice (Eléments de Réponses à l’ABA ou ABREs) où l’ABA contrôle directement 
le système de transcription. 
 
Pour l’expression des gènes indépendante de l’ABA, il existe deux systèmes régulateurs 
différents selon le type de stress impliqué. Le premier (IV) est à DRE (Elément de Réponse à la 
Déshydratation), induit par les conditions de sécheresse, de froid et de salinité ; le second (III) 
est contrôlé seulement par les conditions de déshydratation, ce qui suggère l’existence d’un autre 
système régulateur de réponse au stress. 
 

• Expression du signal 
  
Les gènes induits par la déshydratation sont décrits au niveau transcriptionnel (Bray, 1997). Ils 
ont un rôle protecteur des cellules contre le déficit hydrique (Shinozaki et Yamaguchi-Shinozaki, 
1997). Les produits de ces gènes sont classés en 2 groupes (Fig. 12 ) : 
 

- Le premier groupe inclut les protéines fonctionnelles : ce sont les protéines impliquées 
dans le mouvement de l’eau à travers les membranes (Water Channel Protein), les 
enzymes requises pour la biosynthèse d’osmoprotectants (sucres, protéines), les protéines 
dont le rôle est de protéger les macromolécules (LEAs protéines, osmotines, protéines 
antigel, chaperonines et les protéines liées aux mRNA), les protéases pour le turnover des 
protéines (protéases thiol, ubiquitines) et les enzymes de détoxification (SOD, catalase, 
glutathion-S-transferase, epoxide soluble, ascorbate peroxydase). 

 
-  Le second groupe contient les facteurs protéiques impliqués dans la régulation de la    

transduction du signal et de l’expression des gènes (protéines régulatrices) qui, 
probablement, fonctionnent dans la réponse au stress : protéines kinases, facteurs de 
transcription, phospholipase C et 14-3-3 protéines, etc…… 
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Figure 12 : Réponses des gènes induits par le stress hydrique et leur possible fonction dans la tolérance 
et la réponse au stress. 

CDPK : Protéine Kinase Calcium dépendante ; DGK : Diacyl Glycérol Kinase, GST : Glutathione-S-transférase ; 
LEA : Late Embryogenesis Abundant ; MAPK : Mitogen Actived Protein Kinase; MAPKKK : Mitogen Actived 
Protein Kinase kinase Kinase; PAP : Phosphate Acidephosphatidique Phosphatase ; PIP5K : Phosphatidyl Inositol-
4-Phosphate-5-Kinase ; SEH : HydrolaseEpoxide Soluble ; S6K : Protein S6 Kinase Ribosomal ; Pi : Phosphatidyl 
Inositol. 
Planche et source : Shinozaki, Yamaguchi-Shinozaki et al.,  1999. 
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3 - Matériels et méthodes 
 

3.1 - Matériel végétal 

Les graines de Tabac (Nicotiana sylvestris) ont été fournies par l’Institut de Biotechnologies des 
Plantes (IBP)  de l’Université Paris Sud d’Orsay (France). 

3.1.1 - Mise en culture des graines et traitement  

Les graines de tabac sont mises à imbiber dans de l’eau distillée pendant deux heures, puis à 
germer dans des bacs sur de la vermiculite lavée à l’eau courante et rincée à l’eau distillée (Photo 
3A). 

L’arrosage des bacs a lieu régulièrement et alternativement (1/2) avec de l’eau et un milieu 
nutritif  KNOP.  
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

Après deux mois de croissance, les plantules de Tabac sont transférées dans des pots contenant 
du terreau constitué de tourbière blonde (Photo. 3B). 

  
3.1.2 - Application du stress  

 
Après six mois de croissance, les plantes de Tabac sylvestre sont séparées en deux lots  
(Photo 4). 

♦ Les plantes du 1er lot sont considérées comme étant des plantes témoins et sont 
quotidiennement arrosées avec de l’eau. 

♦ Les plantes du 2e lot subissent un arrêt d’arrosage pendant 38 jours. C’est le lot des 
plantes stressées. 

 
 
 

Photo 3 : Mise en germination des graines de Nicotiana 
sylvestris (A) et plantules de Nicotiana 
sylvestris  âgées de 2 mois (B). 
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3.2 - Méthodes utilisées 

3.2.1 - Mesure de la teneur en eau du sol 

100 g de sol frais sont mis à l’étuve à 60 °C pendant trois jours, puis pesés régulièrement jusqu’à 
l’obtention d’un poids constant : c’est le poids sec. 

La teneur en eau du sol est calculée selon la relation : 

 

                                                100
PF

PSPF(%)solduEau ×
−

=  

    
PF : Poids du sol frais. 

PS : Poids sec du sol. 

 
3.2.2 - Statut hydrique de la feuille 

       Mesure de la Teneur Relative en Eau (TRE ou RWC) 
 

L’étude est réalisée toujours à la même heure de la journée (10h du matin). 

Les expériences sont réalisées sur 4 disques foliaires de 1.4 cm2 de diamètre, prélevés sur la 4eme 
feuille selon la méthode de Clarke et Mc Caig (1982a). La teneur relative en eau est calculée 
selon la formule établie par Ladigues en 1975 (In Turner, 1986). Elle consiste à déterminer le 
pourcentage d’eau présent dans les disques foliaires découpés et trempées dans l’eau distillée. 

Les disques foliaires sont pesés séparément (PF). Ils sont ensuite mis dans des boîtes de Pétri 
contenant de l’eau distillée et placés pendant 24 heures dans une chambre froide, puis sont pesés 
de manière à avoir le poids à la turgescence (PT). 

Le poids de la matière végétale sèche (PS) est déterminé après dessiccation des disques foliaires 
pendant 48 heures à 60°C. 
 
 
 
 

Photo 4 : Plantes de Nicotiana sylvestris 
après 6 mois de croissance. 
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La TRE est ainsi calculée : 
 

                                                    100
PSPT
PSPF(%)TRE ×

−
−

=  

 
               Teneur en eau des feuilles 

Elle est mesurée sur 4 échantillons. Elle se détermine par la différence de la masse de la matière 
végétale fraîche à celle de la matière végétale sèche obtenue par dessiccation après un passage de 
48 heures à 60°C à l’étuve. 

 
 

                Mesure de l’efflux d’ions 
 
L’efflux d’ions est estimé par la mesure de la conductivité sur des disques foliaires (5) de 1.4 
cm2, de poids variable tout au long de l’expérimentation. Ces disques sont prélevés sur la même 
feuille (4e feuille) selon la méthode de Trémolières et al., (1989). 
La conductivité est toujours mesurée à la même heure de la journée (10h du matin), à l’aide d’un 
conductimètre de terrain PHYWE. 

 
Les disques foliaires prélevés sur chaque plante sont partagés en 2 lots : 

• Les disques du 1er lot sont mis à flotter dans 20 ml d’eau distillée. La conductivité (E) 
correspondante est mesurée après 2, 5, 10, 15, 20, 25, 35 et 60 minutes. A partir de cette 
cinétique, nous avons déterminé le temps optimal (maximum d’efflux). Les calculs de l’intégrité 
membranaire ont étés réalisés à partir des valeurs enregistrées au bout de 35 mn (correspondant 
au temps optimal). 
 

• Les disques du 2e lot sont mis à bouillir dans le même volume d’eau distillée (20ml) 
pendant 5 minutes. Après refroidissement, la lecture de la conductivité correspondante à (ET) est 
également effectuée. 
La conductivité du milieu d’imbibition (eau) correspond à la présence des ions (K+, etc…)    
libérés à partir des cellules. La valeur de cette conductivité est proportionnelle au degré de 
l’intégrité membranaire (E). Rapportée à la quantité totale d’ions présents dans la cellule (ET), 
elle représente une valeur relative correspondante à l’efflux d’ions.  
L’intégrité membranaire est déterminée par le rapport entre la conductivité des disques foliaires 
mis dans l’eau non bouillie (E) à celle des disques mis à bouillir (ET). 

                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                

 
 
 
 
 
 
 
 
 

100
PF

PSPF(%) feuilles des eau enTeneur ×
−

=

100
ET
E(%) ionsd'Efflux ×=
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3.2.3 -Analyses biochimiques 

                Extraction et dosage des pigments foliaires  

0.1g de matière végétale fraîche prélevée sur la 6eme feuille sont broyés à froid dans 10 ml 
d’acétone à 80% et à faible éclairement. 

Le broyât est centrifugé pendant 10 minutes à 3000 tr.mn-1. Le surnageant est récupéré et 
complété à 10 ml avec de l’acétone à 80 %. 

L’absorbance des pigments est lue au spectrophotomètre (UV 1240 Shimadzu) après l’avoir 
étalonné aux différentes longueurs d’ondes à l’aide d’un blanc préparé à partir de 5 ml d’acétone 
à 80%. 

λa = 647 nm et λb = 663 nm pour les chlorophylles a et b. 
λc =  470 nm pour les caroténoïdes,  

La teneur en chlorophylles et en caroténoïdes est déterminée selon les équations de Lichtenthaler 
(1987). 
 
 

Chla = 12,25. DO (λb) – 2,79. DO (λa) (µg.ml-1). 
Chlb = 21,5 .DO (λa) – 5,1. DO (λb)  (µg.ml-1 ). 
Chla + b = 7,15. DO (λb) + 18,71. DO (λa) (µg.ml-1). 

 
                                    1000DO(λc)- 1.82 Chl a- 85.02 Chl b   

(µg.ml-1)                                                                                                                                    Caroténoïde =                                                                                                                                  
                                                        198          

 

Les teneurs en pigments foliaires sont exprimées en mg/g de MVF. Le résultat est donné par la 
moyenne de 3 manipulations différentes. 

                   Extraction et dosage des sucres solubles 

Les sucres solubles sont dosés selon la méthode de Mc Cready et al. (1950), qui consiste en la 
transformation à chaud et en milieu acide des oses en furfural et dérivés furfuriques (Cerning-
Beroard, 1975).  
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L’anthrone en milieu acide se condense avec le furfural et ses dérivés pour donner des 
complexes colorés en vert-bleu pour les hexoses 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
1g de matière végétale fraîche provenant de la 4eme feuille est broyé dans 10 ml d’éthanol 
bouillant à 80%. Après agitation au vortex, le broyât est centrifugé pendant 20 mn à 5000 
tr.mn1 ; le surnageant est récupéré dans une fiole de 50 ml. L’extraction est réalisée deux autres 
fois avec 5ml d’éthanol à 80 %, suivie d’une centrifugation pendant 15 mn à 3000 tr. mn-1. Après 
chaque extraction, le surnageant est rajouté au précédant et le tout est ajusté à 50 ml par de l’eau 
distillée. 
Le dosage est réalisé sur 0.5 ml de l’extrait glucidique auquel sont rajoutés 0.5 ml d’eau distillée 
et 2ml de réactif à l’anthrone. Après agitation au vortex, les tubes sont placés au bain Marie à 
100° C pendant 7 minutes. Après refroidissement, les densités optiques sont lues à λ = 630 nm 
au spectrophotomètre UV-1240 Shimadzu.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 :  Courbe étalon du glucose (sucre soluble). 
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La courbe étalon est réalisée à l’aide d’une solution mère de glucose à 200 µg.ml-1. Les dilutions 
préparées varient de 0 à 100 µg.ml-1. Les teneurs en sucres solubles  sont exprimées en mg.g-1 de 
MVF et représentent la moyenne de trois répétitions. 

                 Extraction et dosage de la proline 

La proline est dosée selon la méthode de Troll et Lindsley (1955), modifiée par Bates et al. 
(1973). La proline réagit en milieu acide et à chaud avec la ninhydrine pour donner un composé 
rouge, soluble dans les solvants organiques tel que le benzène. 

0.2 g de matière végétale sèche sont broyées à sec puis dans 10 ml de méthanol. Les flacons sont 
hermétiquement fermés et placés dans un bain-Marie à 80 °C pendant 1 heure. 
A 1 ml de l’extrait sont ajoutés 1 ml d’acide acétique et 1 ml de ninhydrine. Après agitation au 
vortex, les tubes sont placés dans un bain-Marie à 80° C pendant 30 minutes. 

Après refroidissement des tubes, 5 ml de benzène sont rajoutés au mélange ainsi qu’une pincée 
de Na2SO4 afin d’éliminer l’eau qu’il renferme. 

Après agitation au vortex, deux phases se développent après décantation: 

 La phase supérieure benzénique contenant la proline est prélevée. 

 La phase inférieure aqueuse est éliminée. 

La densité optique est mesurée à une longueur d’onde de 515 nm au spectrophotomètre UV-1240 
Shimadzu.   
Une courbe étalon est réalisée ; elle est préparée à partir d’une solution mère de proline à 1 mM. 
Les teneurs en proline sont exprimées en mg.g-1 de MVS et représentent la moyenne de 3 
échantillons. 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
                                              

Figure14 : Courbe étalon de la proline.                                                           
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                Extraction et dosage des protéines hydrosolubles 

Les protéines hydrosolubles sont dosées selon la méthode de Bradford (1976). Cette méthode 
implique la formation d’un complexe de coloration bleue entre les protéines et le bleu de 
Coomassie (G250). La coloration bleue se développe rapidement et reste stable pendant 1 heure. 
Le complexe protéines-bleu de coomassie absorbe au maximum à une longueur d’onde de 595 
nm.  

L’extraction est réalisée sur 0.5 g de matière végétale fraîche (3eme feuille) broyées dans 10 ml 
d’eau distillée. Le broyât est centrifugé pendant 15 mn à 5000 tr / mn. Le surnageant contenant 
les protéines hydrosolubles est récupéré. 

A 1 ml de l’extrait protéique, sont rajoutés 5 ml de réactif de Biorad. Après quelques minutes 
d’incubation, les densités optiques sont lues à une longueur d’onde λ = 595 nm au 
spectrophotomètre UV-1240 Shimadzu.  

La courbe étalon est réalisée à partir d’une solution mère de BSA à 1 mg. ml-1. Les teneurs en 
protéines sont exprimées en mg.g-1 de MVS et sont données par la moyenne de trois répétitions. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                    

 

 

                 

                            

 

Figure 15 : Courbe étalon des protéines. 
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4 -Résultats et Discussion 
 
4.1 - Statut hydrique 
 
La teneur relative en eau des feuilles est un indice d’estimation de l’état hydrique des  plantes ; 
elle  varie selon l’espèce et l’intensité du stress. 
 
4.1.1 - Evolution de la TRE au cours du dessèchement du substratum 

 
L’évolution de l’humidité du substratum exprimée en pourcentage (Fig. 16B) est quasiment 
stable pour les témoins tout au long de l’expérimentation ;  elle varie entre 81,7 et 77,9 %. 
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Figure 16 : Effet d’une contrainte hydrique sur l’évolution de la teneur relative en eau des 

feuilles de Nicotiana sylvestris (A) et sur l’humidité du substratum (B) avec et sans 
arrosage exprimée en pourcentage. 

 
 Pour les pots non arrosés, la teneur en eau du substratum (Fig. 16B) suit la même cinétique que 
celle des témoins jusqu’au 22eme jour mais avec des valeurs inférieures, soit une réduction 
d’environ 15 %. En effet, elle passe de 76 % au 1er jour d’échantillonnage à 68 % au 22eme jour 
après arrêt d’arrosage. Néanmoins, cette phase reste dans l’ensemble stable. 
A partir du 22eme jour, la teneur en eau diminue  fortement jusqu’à atteindre 40 % au 38eme jour 
d’arrêt d’arrosage, soit environ deux fois moins que celle des témoins (79 %) au même stade.  
 
 L’évolution  de la teneur relative en eau,  mesurée en pourcentage, au niveau des feuilles des 
plantes témoins de Nicotiana sylvestris (Fig. 16A) reste stable tout au long de l’expérimentation, 
elle fluctue entre 90 et 94,7 %.  
La teneur relative en eau des plantes stressées marque trois phases dans le temps :  

- la première phase s’étale du 2eme au 6eme jour de l’échantillonnage ; la TRE est presque 
identique à celle des plantes témoins. En effet, elle  passe de 90 à 86,9 %, soit une 
réduction de l’ordre de 2 % à chaque échantillonnage.  
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- A partir du 6eme jour, la TRE diminue lentement d’environ 10 % par rapport aux plantes 
témoins, mais reste stable et ce jusqu’au 25eme jour de stress (80,3 %).  

- A partir du 25eme jour, la TRE diminue fortement ; les variations enregistrées sont de 
l’ordre de 20 % au 28eme jour, 30  % au 35eme jour et 41 % au 38eme jour. A ce stade final, 
la TRE atteint une valeur moyenne de 55,5 %, environ 2 fois moins que celle enregistrée 
chez les plantes témoins à la fin de l’expérimentation (94,7 %).  

 
4.1.2 -Discussion 
 
Jusqu’au 25eme jour d’arrêt d’arrosage, les feuilles de Nicotiana sylvestris maintiennent une 
bonne balance hydrique, ceci est illustré par le fait qu’elles ne montrent pas une grande variation 
de leur TRE par rapport aux témoins. A ce niveau, la variation est d’environ 10 %. 
Il est à signaler également que l’évolution de l’humidité dans le sol est strictement corrélée avec 
la TRE et suit la même cinétique d’évolution. 
 
Selon (Pessarakli, 1999),  le dessèchements du sol  affecte l’approvisionnement en eau de la 
plante  et serait responsable de la biosynthèse de l’acide abscissique (ABA) par les racines. Cette 
hormone véhiculée par la sève brute montant des racines jusqu’aux feuilles déclenche ainsi la 
fermeture des stomates, permettant aux plantes de tabac stressées de retenir ainsi le maximum 
d’eau.  
 
Jusqu’à cette amplitude de stress, nos résultats coïncident avec ceux obtenus sur les feuilles de 
Pisum sativum (Nogues et al., 1998) qui maintient une TRE d’environ 70 %  après 24 jours de 
déshydratation,  d’Olea europea (Nogues et Baker, 2000) où la TRE ne diminue qu’après 4 
semaines d’arrêt d’arrosage. 
A partir du 25eme jour (80,3 %), la TRE diminue brusquement pour atteindre 55,5 % au 38eme jour 
de stress et elle est parallèle à la diminution de l’eau dans le sol (40 %). 
La teneur en eau du sol diminue soit par évaporation à partir de la surface du sol ou parce qu’elle 
est absorbée par les racines. L’absorption de l’eau par les racines a lieu selon un gradient de 
potentiel hydrique entre le sol et les racines. Quand le sol s’assèche, son potentiel hydrique 
décline. De ce fait, les plantes trouvent des difficultés à extraire l’eau rapidement du sol pour 
équilibrer les pertes de l’eau par transpiration. La majorité des plantes sont incapables d’extraire 
une quantité significative d’eau quand le potentiel hydrique du sol chute au dessous de –1,5 Mpa 
(Hopkins, 1999). Sous ces conditions, les plantes pourraient montrer des signes de déficit 
hydrique, perdant ainsi leur turgescence.  
 
Cette valeur de la TRE, enregistrée au 38eme de l’application du stress, est atteinte beaucoup plus 
tôt chez certaines variétés d’espèces sensibles telles que Lycopersicon esculentum (après 12 jours 
de déshydratation) (Rey et al., 1998), Solanum tuberosum (au 12eme de déshydratation) (Eymery 
et Rey, 1999 ; Broin et al., 2000), Nicotiana tabacum (après 10 jours de stress seulement)  (Rey 
et al., 2000), Zea mays (au bout de 8 jours de stress) (Kim et al., 2000) et Glycine max (Cascardo 
et al., 2000).  
Cette diminution de la TRE à ce niveau, suite à la déshydratation, est également notée chez 
certaines espèces résistantes notamment Boea hygroscopica au 12eme jour de stress (Navari-Izzo 
et al., 2000), Poa pratensis L et Festuca arundinacea  au 28eme jour de déshydratation (Fu et 
Huang, 2001). De même, l’évolution de l’humidité dans le sol au cours de la déshydratation, 
corrélée avec la diminution de la TRE est en concordance avec les travaux réalisés sur Pisum 
sativum (Nogues et al., 1998) et sur certaines espèces méditerranéennes comme Olea europea, 
Rosmarinus officinalis, Lavandula stoechas (Nogues et Baker, 2000).  
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Les feuilles de Nicotiana sylvestris sont, donc, capables de sauvegarder une quantité appréciable 
d’eau, ce qui montre une assez bonne adaptabilité de l’espèce, donc une bonne tolérance, due à 
une capacité de maintenir une turgescence des tissus à travers cette importante rétention d’eau. 
Contrairement à d’autres plantes, elle résiste pendant 25 jours. 
Cet équilibre hydrique serait réalisé par, d’un côté,  une faible évapotranspiration en régulant 
peut être le mouvement des stomates (Merah et al., 2001) et, d’un autre côté, par la mise en place 
d’un ajustement osmotique réalisé grâce à l’accumulation de solutés compatibles. 
 
4.2  - Accumulation des osmolytes 

 
Afin d’éviter ou de minimiser les conséquences néfastes de la contrainte hydrique sur la 
turgescence et, par conséquent, sur la croissance, certaines plantes vont devoir développer des 
mécanismes d’ajustement de leur pression osmotique pour pouvoir retenir l’eau convenablement. 
Cet ajustement osmotique est réalisé grâce à l’accumulation de composés organiques 
compatibles, de faible poids moléculaire, notamment la proline et les sucres solubles. 

 
4.2.1 – Effet de la contrainte hydrique sur le taux de la proline libre 

 
Jusqu’au 28eme jour, la teneur en proline exprimée en mg.g-1 MVS (Fig. 17A)  est relativement 
stable pour les feuilles de tabac témoins ; elle varie entre 3,33 et 3,83 mg.g-1 MVS. Ensuite, elle 
diminue pour atteindre 2.5  mg.g-1 MVS. 
Dans les feuilles de tabac stressées, cette teneur augmente dès le 4eme jour (3,48 mg.g-1 MVS), 
pour atteindre 6,33 mg.g-1 MVS au 13eme jour de l’arrêt d’arrosage. De là, la teneur en proline 
dans les feuilles de plantes stressées augmente progressivement et d’une manière prononcée pour 
atteindre 14,25 mg.g-1 MVS au 38eme jour de l’expérimentation ; elle est environ six fois plus 
élevée que la teneur enregistrée dans les feuilles de plantes témoins à la fin de l’expérimentation. 
 
4.2.2 – Effet de la contrainte hydrique sur le taux des sucres solubles  
 
La teneur en sucres solubles exprimée en mg.g-1 MVF (Fig. 17B) des feuilles de plantes stressées 
et témoins de Nicotiana sylvestris suit la même évolution jusqu’au 28eme jour et avec des valeurs 
pratiquement similaires. 

En effet, du 2eme au 6eme jour de l’expérimentation, la teneur en sucres solubles est stable dans les 
feuilles de plantes témoins (1,92 mg.g-1 ± 0,115 MVF) et stressées (1,73 mg.g-1 ± 0,02 MVF). Au 
delà, cette teneur continue à augmenter dans les deux lots jusqu’au 16eme jour : elle passe de 1,92 
mg.g-1 MVF à 3,64 mg.g-1 ± 0,03 MVF pour les plantes témoins  et de 2,13 mg.g MVF à 4,13 
mg.g-1 ± 0,13 MVF chez les stressées, soit une variation moyenne d’environ 8 %. 
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Figure 17 : Effet d’une contrainte hydrique sur la teneur en proline (mg.g-1 MVS) (A) et sur la 

teneur en sucres solubles (mg.g-1 MVF ) (B) des feuilles de Nicotiana sylvestris. 
 
A partir du 16eme jour, la teneur en sucres solubles reste stable pour les plantes témoins (3,7 
mg.g-1 MVF) jusqu’à la fin de l’expérimentation alors que pour les plantes stressées, la teneur en 
sucres solubles se stabilise jusqu’au 28eme jour après arrêt d’arrosage (4,25 mg.g-1 MVF). Au-
delà, cette teneur  augmente très fortement et d’une manière très prononcée et brusque pour 
atteindre le double (8,46 mg.g MVF) de celle enregistrée chez les plantes témoins (3,79 mg.g-1 
MVF) au 38eme jour de l’expérimentation. 
 
4.2.3 - Discussion 
 
 Les feuilles de tabac témoins montrent une diminution dans la teneur en proline à partir du 
28eme jour. En effet, il a été montré qu’en absence de stress et durant le développement normal 
des plantes, le niveau de la proline dépend de l’âge des feuilles. Dans les feuilles nouvellement 
formées, la teneur de la proline est plus importante que dans les feuilles adultes (Roosens et al., 
1998). En effet, dans les jeunes plantules d’Arabidopsis thaliana, les deux voies glutamate et 
ornithine entraînent une accumulation de la proline (Roseens et al., 1998) alors que dans les 
plantules adultes, l’augmentation de la proline libre est principalement due à l’activité des 
enzymes de la voie glutamate, la voie de l’ornithine étant réprimée (Roseens et al., 1998). 
 
Dans les feuilles de tabac stressées, l’accumulation de la proline commence à partir du 6eme jour 
et s’accentue en fonction de l’intensité du stress. Elle atteint une teneur six fois plus importante 
que celle des plantes témoins.  
 
L’accumulation de la proline suite à un déficit hydrique est le résultat de la stimulation des 
processus de biosynthèse de la proline et principalement par l’augmentation de l’expression de la 
∆1 pyrroline-5-carboxylate synthétase (P5CS) (Hong et al., 2000 )  et  de la répression des 
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processus de dégradation par l’inhibition de l’activité de la proline déshydrogénase (PDH) 
(Delauney et Verma, 1993 ; Peng et al., 1996).  
L’expression des gènes de biosynthèse et de dégradation de la proline sont sensibles au moindre 
changement dans le statut hydrique (Hayashi et al., 2000). 
 
La relation entre la synthèse de la proline et la tolérance à la déshydratation a été signalée dans 
les parties végétatives de Phaseolus vulgaris (Venekamp et Koot, 1988) qui, après deux jours, de 
déshydratation accumulent de 10 à 25 fois plus de proline et 85 % de cette accumulation est 
considérée être nouvellement synthétisée, dans les feuilles de plantes de Saccharum sinensis 
(Chen et al., 1995), Solanum tuberosum (Bûssis et Heineke, 1998), Arabidopsis thaliana 
(Nakashima et al., 1998 ; Nambara et al., 1998) où on détecte une forte expression du gène de 
biosynthèse de la proline après 10 h seulement de déshydratation. Par ailleurs, les plantules 
d’Arabidopsis thaliana mises à croître à faible humidité dans un milieu nutritif particulier, 
accumule un taux élevé de proline qui passe de 29 à 320 µg / g MVF (Yoshiba et al., 1999).  
L’accumulation de la proline suite à la déshydratation a été également montrée dans les feuilles 
de Nicotiana tabacum (Hong et al., 2000) et Solanum lacinatum (Alexieva, 2001) où la teneur en 
proline est multipliée par 12 fois suite à une déshydratation. 
 
L’accumulation de la proline serait corrélée avec le potentiel hydrique (Navari-Izzo et al., 1992) 
et serait liée à l’ajustement osmotique chez les espèces tolérantes à la déshydratation. Cet acide 
aminé peut s’accumuler chez les cultivars sensibles à la déshydratation et correspondre à un 
symptôme de stress (Clifford et al., 1998) à l’exemple de Phaseolus (Andrade et al., 1995) ou 
d’Oryza sativa (Iyer et Caplan, 1998). Dans ce cas, les fortes concentrations en proline seraient 
le résultat d’un déséquilibre dans d’autres voies métaboliques (Perez-Alfocea et Larher, 1995) et 
pourraient aider à protéger le métabolisme cellulaire et à faciliter le recouvrement après le stress.  
 
L’accumulation de la proline libre au cours d’une déshydratation est toujours accompagnée par 
une augmentation dans la teneur en sucres solubles (Roitsch, 1999 ; Hellmann et al., 2000).  
 
 L’accumulation des sucres solubles  dans les feuilles de Nicotiana sylvestris sous contrainte 
hydrique est liée à l’intensité du stress. En effet, à partir du 28eme jour, cette accumulation 
devient plus prononcée, elle est deux fois plus importante que celle enregistrée dans les feuilles 
témoins.  
La nature des sucres solubles accumulés au cours de la déshydratation dépend de l’espèce et de 
la régulation de l’activité des enzymes impliquées dans le métabolisme des sucres. 
Dans les conditions de déshydratation, l’accumulation du saccharose, corrélée avec l’activation 
de la SPS, est fréquente (Toroser et Huber, 1997 ; Winter et Huber, 2000). Ceci a été reporté 
dans les feuilles de Phaseolus vulgaris (Vassey et Sharkey, 1989; Castrillo, 1992) , Spinacea 
oleracea, ,Lupinus albus, Oryza sativa et Eucalyptus globulus (Garcia et al., 1997) ainsi que 
dans les tubercules de Solanum tuberosum (Geigenberger et al., 1997). 
Chez Craterostigma plantagineum, une plante de résurrection, il a été montré que, suite à la 
déshydratation, la concentration du saccharose augmente jusqu’à représenter 90 % de la teneur 
totale des sucres (Kleines et al., 1999) et 40 % du poids sec total (Ingram et Bartels, 1996). Cette 
accumulation du saccharose est corrélée avec l’augmentation dans l’expression d’au moins d’un 
des deux gènes de la saccharose phosphate synthéthase (SPS) (Ingram et al., 1997), du gène de la 
saccharose synthéthase (SS) (Kleines et al., 1999) ainsi que celle du gène de la glyceraldehyde-
3-phosphate-deshydrogenase à NADP+ cytosolique (Velasco et al., 1994). Cette dernière est à 
l’origine du glyceraldehyde-3P, précurseur du fructose 1,6 biphosphate indispensable à la 
synthèse du saccharose. 
Certaines plantes soumises aux conditions de déshydratation sont caractérisées par une 
accumulation importante d’hexoses (glucose, fructose…)associée à une augmentation de 
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l’activité de l’invertase acide vacuolaire. Cette enzyme clive irréversiblement le saccharose en 
glucose et fructose (Pelleschi et al., 1999) dans les tissus où l’activité de la saccharose phosphate 
synthethase est faible ou basse (Vanden Ende et Van Laere, 1995). C’est le cas notamment des 
feuilles Phaseolus vulgaris (Castrillo, 1992), Saccharum sp (Du et al., 1998), Zizyphus 
mauritiana (Lamk) (Clifford et al., 1998) et de feuilles matures de Zea mays (Kim et al., 2000). 
 
En effet, la répression de l’activité de l’invertase acide par un ARN antisens augmente la teneur 
en saccharose dans les fruits de Lycopersicon esculentum (Klann et al., 1996) et réduit 
l’accumulation des hexoses dans les tubercules de Solanum tuberosum (Zrenner et al., 1996).  
Avec l’intensification de la contrainte hydrique, l’accumulation des sucres solubles devient plus 
importante. Elle peut être renforcée par un ralentissement de leur utilisation par les différents 
organes utilisateurs dont la croissance est ralentie par la déshydratation (Ferrario et al., 1998 ; 
Kim et al., 2000) et / ou par une accélération de la dégradation de l’amidon par stimulation de 
l’activité amylolytique (Müller et al., 1997).  
 
L’accumulation de proline apparaît comme étant la première manifestation de l’application d’une 
contrainte hydrique chez Nicotiana sylvestris, son accumulation dans le temps est plus accentuée 
avec la diminution de la TRE. A l’opposé, les sucres solubles ne commencent à s’accumuler qu’à 
faible TRE.   
 
Ces deux osmolytes interviennent dans l’ajustement osmotique (Clifford et al., 1998), 
maintiennent la structure des membranes (Hare et al., 1998), stabilisent les DNA et minimisent 
les effets néfastes des radicaux libres produits au cours de la déshydratation (Clifford et al., 
1998). 
 
Cette capacité à accumuler de la proline a été utilisée comme base pour la sélection de 
nombreuses génotypes tolérants à la déshydratation (Van Heerden et De Villier, 1996 ). 
La signification de l’accumulation des osmotica, et potentiellement de la proline, n’est pas tout à 
fait tranchée. Si le lien entre leur apparition et le stress est prouvé, certains auteurs pensent qu’il 
s’agit d’une indication de sensibilité alors que d’autres affirment qu’il s’agit d’un signe de 
résistance (Rascio, 1988).  
 
Par ailleurs, plusieurs auteurs (Hubac et Vieira Da Silva, 1980), Belarbi et Monneveux (1988) 
ont constaté que les génotypes qui ont une meilleure aptitude à conserver une teneur en eau assez 
élevée, sont ceux qui accumulent plus de sucres solubles et permettent, ainsi, le maintien du 
végétal en vie plus longtemps. 
En aidant à maintenir la turgescence foliaire, l’ajustement osmotique permet aux plantes de 
garder leurs stomates ouverts et continuer, ainsi, à absorber le CO2 pour la réalisation de la 
photosynthèse (Hopkins, 1999), de même qu’il favorise l’élongation cellulaire grâce à une 
modification de l’élasticité de la paroi cellulaire (Clifford et al., 1998).  
 
4.3 - Répercussion de la contrainte hydrique sur la croissance de la plante 
 
Afin d’étudier l’effet de la contrainte hydrique sur la croissance du végétal, nous avons procédé 
au suivi de l’évolution du poids de la matière végétale sèche des parties aériennes et racinaires  
des plantes stressées et témoins. Nous nous sommes également intéressés au rapport partie 
aérienne / racine. 
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4.3.1 -Evolution du poids de la partie aérienne 
 
Le poids de la matière végétale sèche (PMVS) de la partie aérienne des plantes de tabac témoins 
(Fig. 18) augmente jusqu’au 10eme jour. En effet, il passe de 0,9 à 1,6 g MVS. De là, il se 
stabilise jusqu’à la fin de l’expérimentation autour de 1,6 g MVS. 
 
L’évolution du poids de la partie aérienne des plantes stressées (Fig. 18) est similaire à celle des 
plantes témoins au cours de la première phase qui s’étale jusqu’au 19eme jour, mais à des valeurs 
légèrement supérieures d’environ 9 %. En effet, le poids passe de 0, 7 à 1,7 g MVS. De là, il 
diminue progressivement pour atteindre 0,5 g MVS à la fin de l’expérimentation, soit une 
diminution d’environ 50 % par rapport aux plantes témoins. 
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Figure 18 : Evolution du poids (g MVS) de la partie aérienne des plantes de Nicotiana sylvestris 

stressées et témoins au cours d’une contrainte hydrique. 
 
4.3.2 -Evolution du poids du système racinaire 
 
Pour les plantes témoins, l’évolution du poids des racines (Fig. 19) exprimé en g MVS augmente 
dans le temps jusqu’au 16eme jour où la valeur atteinte est de 0,5. Ensuite, elle reste quasiment 
stable tout au long de l’expérimentation.  
 
Pour les racines des plantes stressées (Fig. 19), leur poids augmente progressivement avec des 
valeurs importantes par rapport aux plantes témoins jusqu’au 25eme jour. En effet, le poids passe 
de 0,2 à 0,9 g MVS, soit une augmentation d’environ deux fois plus par rapport aux plantes 
témoins. De là, il se stabilise jusqu’à la fin de l’expérimentation. 
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Figure 19 : Evolution du poids des racines (g MVS) des plantes stressées et témoins de 

Nicotiana sylvestris au cours d’une contrainte hydrique. 

 

 

 
4.3.3 - Le rapport pondéral Partie Aérienne / Racine 

 
Afin d’étudier l’effet du stress sur le développement du végétal dans son ensemble et vu 
l’hétérogénéité pondérale des plantes, nous avons tracé des courbes de tendance du rapport partie 
aérienne / racine qui renseignent bien sur l’évolution des valeurs de ce rapport en fonction du 
temps. 
 
En effet, pour les témoins, la valeur moyenne des rapports reste stable entre 10 et 11, alors que 
pour les plantes stressées, les valeurs diminuent progressivement pour passer d’environ 10 au 
premier jour de l’échantillonnage à 3 au 38eme jour. 
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Figure 20  : Evolution du rapport pondéral partie aérienne / racine au cours de la déshydratation 

des plantes stressées et témoins de Nicotiana sylvestris. 
 
 
4.3.4 - Discussion   
 
Traditionnellement, l’effet d’un faible potentiel hydrique sur la croissance cellulaire était attribué 
à une perte de la turgescence des cellules de la zone de croissance, lequel en retour réduit 
l’expansion foliaire. Cependant, il a été démontré que la turgescence n’est pas le seul facteur 
contrôlant la croissance cellulaire en conditions de stress (Hopkins, 1999).  
Westgate et Boyer (1985) mettent en cause le gradient de potentiel hydrique entre le xylème et la 
feuille. En effet, il a été montré que l’augmentation du potentiel hydrique de la sève brute est un 
signal qui ferme les stomates dans les feuilles des plantes quand le sol est déshydraté (Wilkinson 
et al., 1998). 
 
L’altération du statut hydrique de la plante entière est accompagnée d’une modification de sa 
croissance qui dépendra de l’organe considéré ainsi que de l’intensité du stress. 
Jusqu’au 19eme jour, l’évolution du poids de la partie aérienne des plantes de tabac stressées est 
identique à celle des témoins mais à des valeurs plus importantes alors que les racines continuent 
à croître jusqu’au 25eme jour toujours avec des valeurs supérieures à celles des témoins. 
La diminution de la teneur en eau, corrélée avec celle du sol semble agir sur la croissance de la 
plante. De ce fait, les plantes de tabac stressées répondent à ces conditions d’arrêt d’arrosage par 
une stabilisation du développement du système racinaire et une réduction importante de la partie 
aérienne.  
Initialement, l’humidité du sol est suffisante pour maintenir une balance hydrique permettant aux 
plantes de croître. Néanmoins, nous remarquons que, dés le début,  la croissance des racines est 
importante par rapport aux parties aériennes.  
 
La croissance de la partie aérienne et particulièrement celle des feuilles est plus sensible à la 
déshydratation que la croissance des racines (Hopkins, 1999).  



42 

Le changement dans le rapport partie aérienne / racine signifie que la grande proportion des 
assimilats de la plante sont distribués au système racinaire d’où sa croissance importante (Zeiger, 
1998). Il y a donc une faible disponibilité de produits qui vont migrer vers les parties aériennes, 
ce qui ne leur assure pas une croissance convenable. 
La diminution du rapport partie aérienne / racine quand les provisions en eau du sol sont limitées 
est un avantage car elle améliore la capacité du système racinaire à extraire plus d’eau par 
l’exploration d’un volume plus important du sol (Hopkins, 1999) pour le maintien des fonctions 
vitales dans toute la plante en attendant la levée du stress.  
Les restrictions dans les parties aériennes et particulièrement une diminution dans l’expansion 
foliaire est bénéfique pour le végétal sous les conditions de déshydratation, ceci conduit à une 
surface foliaire plus petite et donc une transpiration plus faible (Hopkins, 1999).. 
 
Plus récemment, il a été montré que la croissance des tiges et feuilles peut être inhibée à faible 
potentiel hydrique malgré le maintien de la turgescence dû à un ajustement osmotique (Kirnak et 
al., 2001). Ceci a été montré chez le fraisier (Kirnak et al., 2001) et Solanum melongena  (Kirnak 
et al., 2001) où les racines continuent à croître à faible potentiel hydrique du sol qui inhibe 
complètement la croissance de la partie aérienne ; il en résulte un faible rapport partie aérienne / 
racine.  
Chez Zea mays (Westgate et Boyer, 1985), les racines continuent également à croître à un 
potentiel hydrique des tissus qui provoque l’inhibition complète de la croissance de la partie 
aérienne. En effet, l’expansion foliaire présente une diminution significative lorsque le potentiel 
hydrique foliaire atteint -0,45 MPa alors que la croissance est complètement inhibée à –1 MPa. 
Parallèlement, une croissance normale de la racine est maintenue jusqu’à ce que le potentiel 
hydrique des tissus racinaires atteigne -0,85 MPa et cette croissance n’est complètement inhibée 
qu’à –1 MPa.  
Ce type de comportement a également été observé chez la tomate (Perez-Alfoncea et al., 1993) 
et le mais (Pelleshi et al., 1997) en situation de déficit en eau. 
 
Par ailleurs, Pessarakli (1999) a noté que la déshydratation du sol induit un signal qui pourrait 
entraîner la biosynthèse par les racines de l’acide abscissique (ABA). Apparemment, 
l’accumulation de l’acide abscissique pourrait entraîner une inhibition de la croissance des 
parties aériennes et stimuler l’augmentation de la croissance des racines (Cornic et Massaci, 
1996). 
 
La diminution dans la croissance des plantes suite à la déshydratation a été également rapportée 
chez les plantes d’Arabidopsis thaliana,  Triticum durum (Navari-Izzo et al., 1993), Oryza 
sativa, Zea mays et Hordeum vulgare (Lu et Newmann, 1999), Olea europaea, Rosmarinus 
officinalis , Lavandula stoechas  (Nogues et Baker, 2000), Pisum sativum et Triticum aestivum  
(Alexieva et al., 2001).  
 
4.4 – Effet de la contrainte hydrique sur l’intégrité membranaire 
 
Jusqu’au 13eme jour, l’évolution dans le temps de l’indice d’intégrité membranaire (IIM), mesuré 
en termes d’efflux d’ions, au niveau des feuilles de Nicotiana sylvestris stressées et témoins est 
identique et stable. Il est de 13,4 % pour les stressées et pour les témoins. 
A partir du 13eme jour, l’IIM reste constant et stable pour les plantes témoins (13,4 %) jusqu’à la 
fin de l’expérimentation.  
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Figure 21 : Effet d’une contrainte hydrique sur l’efflux d’ions en (%) dans les feuilles de 
Nicotiana sylvestris. 

 
Pour les plantes stressées, cette première phase est suivie par une deuxième qui s’étale jusqu’au 
28eme jour, où l’on observe une légère augmentation de l’indice d’intégrité membranaire (IIM) 
qui passe de 13,4 % à 18,8 % au 35eme jour d’arrêt d’arrosage. 
A partir du 35eme jour, l’IIM augmente subitement (troisième phase) pour atteindre 37,7 % au 
38eme jour de stress, environ 3 fois supérieur a celui enregistré chez les témoins au même stade. 
 
4.4.1 - Discussion 
 
L’intégrité structurale et fonctionnelle des membranes biologiques nécessite la présence d’eau. 
Tout changement de la balance hydrique de la plante entraînerait des variations dans la stabilité 
des membranes avec des implications sur la perméabilité et des interactions entre les lipides et 
les protéines (Epand, 1998). Le maintien de la structure fluide fonctionnelle de la membrane 
dépend du degré du stress et la capacité du végétal à lui faire face. 
 
L’absence de l’eau mène à un entassement de phospholipides, conduisant à un changement de 
phases des lipides qui passent de la phase liquide-cristalline à la phase gel (Hoekstra et al., 
2001), provoquant une augmentation significative de la perméabilité cellulaire aux ions et aux 
solutés (Trémolière et al., 1989 ; Navarri-Izzo et al., 1993). 
 
Chez Nicotiana sylvestris, la perte de l’intégrité membranaire mesurée en terme d’efflux d’ions 
commence à partir du 13eme jour. Elle est plus importante à partir du 35eme jour après arrêt 
d’arrosage, ce qui coïncide avec la réduction significative dans la teneur en eau de la plante ainsi 
que celle du sol.  
 
Initialement, l’intensité du stress n’étant pas importante, les cellules sont pleinement hydratées et 
la configuration de l’ensemble des lipides membranaires en phase liquide cristalline est 
maintenue, lui assurant une fluidité et un fonctionnement optimum.  
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En plus de la capacité du végétal à restructurer l’ensemble des lipides membranaires, la présence 
de solutés compatibles (proline ou sucres solubles) peut également  garder la surface de la 
membrane hydratée et empêcher ainsi sa rigidification.  
 
Avec une diminution plus importante de l’eau, les solutés compatibles et plus spécialement les 
sucres  (Hoekstra et al., 2001) remplacent les molécules d’eau disparues et établissent des 
liaisons directes avec la surface des membranes. Ce lien direct assure le maintien de l’espace 
entre les molécules des phospholipides et permet de sauvegarder la phase liquide cristalline de la 
bicouche et empêchent ainsi sa  rigidification. 
 
L’intensification du stress, malgré l’accumulation d’osmolytes enregistrée, mène à une perte de 
l’intégrité membranaire. El Haffid (1986) et Adjahosson (1983) ont montré que la modification 
de l’activité de certaines enzymes est à l’origine de l’effet du stress hydrique sur la membrane. 
En effet, l’intensité importante de la contrainte hydrique entraînerait une diminution importante 
du degré d’insaturation des acides gras des lipides polaires (à la fois par destruction des acides 
gras polyinsaturés et par arrêt de leur biosynthèse) et une accélération de la dégradation des 
lipides polaires par les phospholipases et les galactolipases (Liljenberg et Kates, 1984 ; El Haffid 
et al., 1994). La dégradation des phospholipides induit une destruction de la membrane d’où 
cette augmentation remarquable de l’efflux d’ions.  
 
L’augmentation de l’efflux d’ions suite à la déshydratation a été signalée dans les feuilles de 
Gossypium hirsutum (D’Aoust et Hubac, 1986), Pennisetum americanum L (Dassa-Girard, 1987) 
Triticum durum (Navari-Izzo et al., 1993), Avena sterilis (Maldonado et al., 1997), Jatropha 
curcas (Ouedraogo, 2000), Pisum sativum et Triticum durum (Alexieva et al., 2001).  
Des études menées sur Lupinus albus (Trémolières et al., 1989) ont montré que l’efflux d’ions 
qui accompagne un stress hydrique concerne surtout les ions K+ et Ca2+. Dans les coléoptiles 
d’Avena sterilis (Rubeinstein, 1982), osmotiquement stressées au mannitol, l’efflux d’ions 
implique aussi bien les ions K+ et H+ ainsi que l’acide α-amino butyrique. Dans les cultures 
d’Arabidopsis thaliana (Curti et al, 1993) et dans le mesophylle foliaire de Phaseolus vulgaris 
(Shabala et al., 2000), le même traitement (au mannitol) induit un efflux  de  protons H+ 
seulement. 
Certains auteurs ont lié l’augmentation de l’efflux d’ions à la réduction de l’absorption de l’eau 
par la plante, c’est le cas notamment du sorgho (Premachandra et al., 1992) et de certaines 
espèces de fragaria (Mc Donald et Archbold, 1998). D’autres l’ont lié à la diminution de la 
teneur en chlorophylles des feuilles due à leurs sénescence, comme c’est le cas des  feuilles 
d’Oryza sativa (Chen et al., 1991) et du fraisier (Kirnak et al., 2001). D’autres ont lié la perte de 
l’intégrité membranaire aux effets combinés des deux phénomènes, comme c’est le cas de 
Solanum melongena (Kirnak, 2001). 
 
 4.5 – Effet de la contrainte hydrique sur le taux des protéines hydrosolubles 

 
Jusqu’au 6eme jour, les teneurs en protéines hydrosolubles (exprimées en mg.g-1 MVS) évoluent 
de la même manière pour les plantes témoins et les stressées.  
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Figure 22 : Effet d’une contrainte hydrique sur la teneur en protéines solubles (mg.g-1 MVS) de 

Nicotiana sylvestris. 

 
En effet, la teneur en protéines hydrosolubles passe de 5,31 ± 0,01mg.g-1 MVS à 5,61 ± 0,01 
mg.g-1 MVS pour les plantes de tabac témoins et de 5,3 ± 0,04 mg.g-1 MVS à 5,61 ± 0,03 mg.g-1 

MVS pour les plantes de tabac stressées.  

Chez les plantes de tabac témoins, les teneurs en protéines hydrosolubles continuent à augmenter 
dans le temps pour atteindre (9,79 mg.g-1 MVS) à la fin de l’expérimentation alors que chez les 
plantes de tabac stressées, la première phase allant du 2eme au 6eme jour est suivie d’une deuxième 
phase qui va du 6eme au 22eme jour (6,65 mg.g-1 MVS) après arrêt d’arrosage où les teneurs en 
protéines hydrosolubles augmentent, mais, à des valeurs inférieures d’environ 30 % par rapport 
aux plantes témoins. Néanmoins, cette phase est marquée par une certaine stabilité dans le temps. 
A partir du 22eme jour, les teneurs en protéines diminuent progressivement pour atteindre 4,86 
mg.g-1 MVS, environ deux fois moins que celle enregistrée chez les plantes témoins au 38eme jour 
de l’expérimentation.  
 
4.5.1- Discussion 

L’effet d’une contrainte hydrique sur le métabolisme protéique varie selon l’intensité du stress. 
Un déficit hydrique intense provoque de grandes perturbations au niveau de systèmes 
enzymatiques intervenant dans la protéogénèse (Calmes et al., 1985). 

 
Jusqu’au 6eme jour, le déficit hydrique ne s’est pas manifesté, les plantes stressées présentent un 
taux de protéines presque identique à celui des plantes témoins.  
A partir du 6eme jour, une légère diminution de la TRE, entraîne une réduction d’environ 30 % de 
la synthèse protéique par rapport aux plantes témoins. Cette phase reste tout de même stable 
jusqu’au 22eme jour.  
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Lawlor et Cornic (2002) ont noté que, suite à un stress de faible intensité, les teneurs en acides 
aminés diminuent et sont destinées pour la synthèse des protéines solubles et le maintien de la 
croissance (Lawlor et Cornic, 2002). 

Le ralentissement de la synthèse protéique par rapport aux plantes témoins peut être lié à 
l’expression ou à la répression de certains gènes qui sont sous le contrôle de l’ABA (Bray, 
1993), provoquant ainsi des perturbations au niveau des systèmes enzymatiques intervenant dans 
la protéogénèse (Calmes et al., 1985) et conduisant le plus souvent à la diminution dans la teneur 
en protéines (Zuily-Fodil, 1990). Il peut être aussi expliqué par le non assemblage des acides 
aminés qui serait du à la défaillance des polyribosomes (Bradford et Hsiao, 1982) liée à 
l’altération des ARNm. Ceci entraînera, par conséquent, la réduction de la formation des chaînes 
polypeptidiques (Handa et al., 1983) comme il a été observé dans les feuilles de tomate (Ho et 
Mishkind, 1991).  
La réduction du taux de protéines par rapport aux plantes témoins peut être liée également, à une 
certaine activation des protéases. La dualité activation-inhibition des protéases peut être 
expliquée par l’hypothèse de régulation par un effet feed-back, c’est à dire que le produit de 
l’hydrolyse module, par son taux, l’activité enzymatique. En effet, suite à l’activation des 
protéases, les hydrolysats (acides aminés et peptides) augmentent et s’accumulent et le taux de 
protéines diminue, ce qui va provoquer par la suite l’inhibition des protéases, ainsi l’hydrolyse 
des protéines est ralentie. 
Quand l’intensité du stress est importante, la dégradation et l’inhibition de la synthèse des 
protéines ont lieu simultanément (Deleu et al., 1999 ; Lawlor et Conic, 2002).  
A ce stade, la déshydratation induit une forte activité des protéases qui accélère le turnover des 
protéines (Diaz et al., 1993 ; Ingram et Bartels, 1996). Ainsi la sénescence des plantes est 
accélérée avec comme conséquence l’hydrolyse des protéines et donc une accumulation d’acides 
aminés.  

La diminution de la teneur en protéines suite à un déficit hydrique a été notée chez différentes 
espèces telles que Pisum sativum (Iturbe-Ormaetxe et al., 1998) chez lequel un déficit hydrique 
modéré entraîne une diminution de 7,3 % alors qu’un stress hydrique sévère entraîne une chute 
des protéines de 23 % . Chez Triticum aestivum (Zagdanska et Wisniewski, 1998), la teneur en 
protéines solubles est réduite de moitié dans les feuilles matures alors que chez Boea 
hygroscopica (Navari-Izzo et al., 2000), la teneur en protéines  diminue de 30 % après 7 jours de 
déshydratation. 
Il a été montré que dans les étapes avancées de la déshydratation, le niveau d’acides aminés total 
peut augmenter à cause de la protéolyse et de la perturbation dans la translocation des acides 
aminés vers les racines (Larsson, 1992).  
 
4.6 - Les pigments photosynthétiques 
 
4.6.1 – Effet de la contrainte hydrique sur le taux des chlorophylles 

 Jusqu’au 28eme jour d’arrêt d’arrosage, la teneur en chlorophylle a (Fig. 23 A) exprimée en 
mg.g-1 MVF suit la même évolution pour les plantes témoins et stressées à un niveau inférieur 
d’environ 30 % par rapport aux témoins. La teneur en chlorophylle a enregistrée à ce niveau est 
de  (0,98 mg.g-1 MVF) pour les plantes témoins et de (0,71 mg.g-1 MVF) pour les plantes 
stressées 
A partir du 28eme jour, la teneur en chl a augmente pour les plantes témoins (1,105 mg.g-1 MVF) 
alors que pour les plantes stressées, elle chute légèrement au début, puis brusquement, pour 
atteindre 0,446 mg.g-1 MVF, soit environ deux fois moins (-59, 6 %)  comparativement aux 
témoins. 
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Figure 23 : Effet d’une contrainte hydrique sur la teneur en chl a (A) et chl b (mg.g-1 MVF) (B) 
des feuilles de Nicotiana sylvestris. 

 L’évolution de la teneur en chlorophylle b, exprimée en mg.g-1 MVF (Fig. 23B), est similaire 
pour les témoins et stressées et ce jusqu’au 28eme jour de l’arrêt d’arrosage à une différence 
moyenne d’environ 25 % par rapport aux  plantes témoins. A ce stade, la teneur en chlorophylle 
b est de (0,40 mg.g-1 MVF) pour les plantes témoins et de (0,296 mg.g-1 MVF) pour les plantes 
stressées. 

A partir du 28eme jour, la teneur en chlorophylle b continue à rester stable pour les plantes 
témoins jusqu’à la fin de l’expérimentation alors qu’elle chute légèrement au début, puis 
brusquement, pour les plantes stressées. Dans ce dernier cas, elle atteint 0,154 mg.g-1 MVF, ce 
qui représente la moitié de la teneur enregistrée chez les témoins. 

 Jusqu’au 38eme jour de l’expérimentation, l’évolution du rapport chl a / chl b est dans 
l’ensemble constante et stable dans les feuilles des plantes de Nicotiana sylvestris témoins et 
stressées mais à des valeurs inférieures par rapport aux plantes témoins.  
Du 2eme au 6eme jour, le rapport chl a / chl b diminue pour les plantes stressées et témoins : il 
passe de 3,60 à 2,40 pour les plantes témoins et de 3,85 à 2,45 pour les stressées, soit une 
réduction d’environ 4 % par rapport aux stressées. A partir du 6eme jour, le rapport se stabilise 
pour les deux lots. En effet, le rapport moyen des plantes témoins est de 2,48, celui des plantes 
stressées est de 2,36. Au 38eme jour, le rapport des plantes stressées marque une diminution 
d’environ 4 % par rapport aux plantes témoins, mais reste constant.  
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Tableau I : Effet d’une contrainte hydrique sur l’évolution du rapport ch a / chl b dans les 
feuilles de Nicotiana sylvestris. 

 
 

Jours 
 
2 

 
4 

 
6 

 
8 

 
10 

 
13 

 
16 

 
19 

 
22 

 
25 

 
28 

 
35 

 
 38 

Chl a / b 
témoins 

3,60 
± 

0,23 

3,15 
± 

0,01 

2,40 
± 

0,01 

2,44 
± 

0,09 

2,53 
± 

0,04 

2,53 
± 

0,04 

2,45 
± 

0,07 

2,45 
± 

0,07 

2,45 
± 

0,07 

2,45 
± 

0,07 

2,46 
± 

0,13 

2,52 
± 

0,08 

2,52 
± 

0,08 
Chl a / b 
stressés 

3,85    
± 

0,05 

3,220 
± 

0,006 

2,45 
± 

0,05 

2,37 
± 

0,05 

2,33 
± 

0,05 

2,35 
± 

0,05 

2,35 
± 

0,06 

2,35 
± 

0,06 

2,35 
± 

0,06 

2,35 
± 

0,06 

2.35 
± 

0,08 

2,43 
± 

0,01 

2.38 
± 

0.19 
 

 
4.6.2 – Effet de la contrainte hydrique sur le taux de caroténoïdes 

 
Jusqu’au 25eme jour, la teneur en caroténoïdes suit la même évolution pour les deux lots mais 
avec des amplitudes différentes. A ce stade, elle est de 0,221 mg.g-1 MVF pour les plantes 
stressées et de 0,32 mg.g-1 MVF pour les plantes témoins, soit une variation d’environ 30 %. A 
partir du 25eme jour après arrêt d’arrosage, cette quantité reste stable jusqu’à la fin de 
l’expérimentation pour les feuilles de plantes témoins (0,32 mg.g-1 MVF) alors que pour les 
stressées, elle commence à diminuer régulièrement jusqu’au 35eme jour (0,188 mg.g-1 MVF) à 
partir duquel elle subit une chute brutale pour atteindre 0,13 mg.g-1 MVF, environ 3 fois moindre 
(-60 %) comparativement aux témoins au 38eme jour après arrêt d’arrosage. 
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Figure 24 : Effet d’une contrainte hydrique sur l’évolution de la teneur en caroténoïdes en 

        mg.g-1 MVF des feuilles de Nicotiana sylvestris. 
 
 
4.6.3 - Discussion  
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Pendant les 28 premiers  jour (Fig. 23 A et B), l’application d’un arrêt d’arrosage influe sur la 
teneur en pigments chlorophylliens des feuilles de Nicotiana sylvestris. La réduction est 
d’environ 4 % pour les premiers 6 jours et autour de 25 à 30 % jusqu’au 28eme jour. Ensuite, avec 
l’augmentation de l’intensité du stress, cet écart s’accentue et il est enregistré une baisse brutale 
des chlorophylles dans les feuilles stressées. 
 
L’évolution du rapport chl a / chl b est pratiquement identique pour les deux lots mais à des 
valeurs inférieures chez les plantes stressées (environ 4 %). La chlorophylle a évolue de la même 
manière que la chlorophylle b. 
Selon Lawlor et Cornic (2002), un déficit hydrique modéré n’influe pas beaucoup sur la teneur 
en chlorophylles mais un stress prolongé cause une perte de pigments et conduit à une 
sénescence.   
La réduction des teneurs en chlorophylles, par rapport à celles des plantes témoins,  peut être due 
à un ralentissement de leur synthèse, comme elle peut être liée à une légère dégradation. Le Lay 
(1998) a montré qu’une réduction du potentiel hydrique provoque un ralentissement de la 
transformation de la protochlorophyllide en chlorophylle, donc un ralentissement de la synthèse 
chlorophyllienne.  
Le rendement photosynthétique des végétaux dépend des réactions photochimiques de la 
photosynthèse. Un déficit hydrique provoque une diminution des processus photochimiques chez 
les plantes vertes. Cette diminution est due à un ralentissement des étapes de la synthèse 
chlorophyllienne et une altération des interactions pigments- protéines. Ces phénomènes sont liés 
à une modification de l’ultrastructure des membranes des thylakoides, lieu de synthèse des 
chlorophylles. 
Genty et al (1987) ont montré qu’aucun changement sur l’état de capture de photons, encore 
moins sur la distribution d’énergie entre les deux photosystèmes, n’a été observé chez les plantes 
de cotonnier soumis à un déficit hydrique modéré. La fluorescence des composants des deux 
photosystèmes reste relativement constante, montrant qu’un stress peu intense n’altère pas 
substantiellement les pigments (Lawlor et Cornic, 2002).  
 
Par ailleurs, une certaine stabilisation de la teneur en chlorophylles (Fig.  23A et 23B) et du 
rapport chl a / chl b (Tab I) est notée au cours du déficit hydrique, ceci montre que la machinerie 
photosynthétique n’est pas endommagée par la déshydratation (Cornic et Massaci., 1996), du 
moins lorsque le stress est faible à modéré.  
En situation de manque d’eau, il a été montré  dans les feuilles de haricot et de tournesol que la 
photosynthèse se maintient grâce à la réassimilation du CO2 libéré lors de la glycolyse et celui 
contenu dans les espaces intercellulaires (Krampitz et Fock, 1984). 
 
Jusqu’à cette amplitude de stress, nos résultats coïncident bien avec certains travaux notamment 
sur Pisum sativum (Iturbe-Ormaetxe et al., 1998), où un déficit hydrique modéré n’entraîne pas 
ou peu de changements dans les pigments et le rapport chl a / chl b ne change pas 
significativement entre les témoins (2,6) et les plantes stressées (2,4). 
 
Par la suite, la réduction quantitative dans la photosynthèse  peut résulter, selon Loggini et al 
(1999), de l’influence de la photoinhibition et de la photodestruction des pigments. La 
photoinhibition est la conséquence d’une efficacité réduite dans la capture des photons par le 
PSII sous l’effet du stress hydrique (Havaux et al., 1987). De Kouchovsky et Meyer, (1992) ont 
montré qu’une intensité importante du déficit en eau engendre des dommages sur les deux 
photosystèmes. 
Ces mêmes auteurs ont constaté une réduction importante des taux maximums d’absorption de 
photons par le PSII lors de l’application de la contrainte hydrique. La diminution est induite 



50 

principalement par une perte des centres actifs du PSII. Bien que l’antenne et les protéines des 
complexes photosynthétiques ne soient pas altérés par l’effet d’un stress hydrique sévère, il est 
suggéré que c’est la chaîne d’oxydation du PSII qui est endommagé en premier avant que les 
autres processus ne soient affectés (Baker et Bowyer, 1994).  

En effet,  chez Pisum sativum (Iturbe-Ormaetxe et al., 1998), l’application d’un déficit hydrique 
sévère cause la dissipation de la photosynthèse et une réduction substantielle des pigments de 21 
à 38 %  et une baisse du rapport chl a / chl b qui passe de 2,6 à 2,3. Chez la variété Teorem F1 de 
Solanum melongena (Kirnak et al., 2001), la teneur en chlorophylles totales est réduite de 55 % 
suite à une déshydratation sévère par rapport aux plantes témoins.  
Chez Rosmarinus officinalis (Munné-Bosch et al., 2002), la teneur en chlorophylles chute  de  
39 % suite à une déshydratation modérée et cette diminution atteint un niveau plus élevé (-47 %) 
quand le déficit en eau s’accentue. C’est également le cas de Boea hygroscopica (Navari-Izzo et 
al., 2000), une plante tolérante à la dessiccation, où un déficit hydrique sévère entraîne une  
réduction forte du  taux de chlorophylles totales (-76 %) et moindre du rapport chl a / chl b 
(-30 %).  
 
Les espèces sensibles aux conditions de déshydratation montrent une diminution importante du  
rapport chl a / chl b, conséquence de la diminution de la chl a. Ceci a été montré dans les feuilles 
du Nerium oleander (Demmig-Adams et al., 1988), Pisum sativum (Moran et al., 1994), 
Triticum durum (Loggini et al., 1999). 
 
Chez une variété de Triticum durum (Cv Ofanto), résistante à la déshydratation (Loggini et al., 
1999), le rapport chl a /chl b ne change pas significativement entre les plantes stressées (1,99) et 
les plantes témoins (2,02). Ceci est également noté chez  Parkinsonia acueleta (Benadjaoud, 
2002) où le rapport chl a /chl b est constant dans les feuilles de plantules témoins (1,74) et les 
plantules stressées (1,76).  
 
Sous les conditions de déshydratation, la variété Ofanto de Triticum durum ainsi que d’autres 
espèces résistantes présentent la capacité de sauvegarder intact le contenu et la composition des 
pigments chlorophylliens. Ceci indique leur capacité à préserver indemne le fonctionnement de 
l’appareil photosynthétique et un taux net d’assimilation du CO2  ainsi qu’un taux de croissance 
similaire à celui des plantes témoins bien irriguées (Navari-Izzo et al., 2000).  
 
 La cinétique d’évolution des caroténoïdes dans les feuilles de Nicotiana sylvestris (Fig. 24)  
suit celle des chlorophylles jusqu’au 25eme jour de l’arrêt d’arrosage. Au-delà, la teneur reste 
constante pour les témoins et chute brutalement pour les stressées. 
Initialement, le taux en caroténoïdes se maintient. Ils interviennent en tant que pigments 
photoprotecteurs des chlorophylles et assurent la protection de l’appareil photosynthétique 
(Munné Bosch et al., 1999). 
 
Les caroténoïdes interviennent pour désactiver l’oxygène singulet (1O2) en provoquant le 
quenching  (extinction) de l’état triplet excité de la chlorophylle en réduisant indirectement la 
formation d’espèces d’oxygène singulet (Foyer et Harbinson, 1994) et régulent la dissipation de 
l’excès d’énergie et le niveau de NADPH+, H grâce à un cycle de xanthophylles (Niogi et al., 
1998). En effet, sous les conditions de déshydratation, l’inhibition de l’assimilation du CO2 
induit une accumulation de l’énergie sur les LHC (Light –harvesting) et les systèmes de transfert 
de l’énergie, avec une élévation de l’état réduit des intermédiaires et produits de la chaîne 
photosynthétique. L’excès d’énergie et l’état réductant des produits sont dissipés par une réaction 
cyclique des xanthophylles (Lawlor et Cornic, 2002 ). Dans le cycle des xanthophylles, l’excès 
d’énergie est dissipé par la conversion de la violaxanthine, via l’anthéroxanthine en zéaxanthine 
par l’intermédiaire de la violaxanthine de-epoxidase (Lawlor et Cornic, 2002). 
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Quand l’intensité du stress devient plus importante, la réponse des plantes de Nicotiana sylvestris 
est différente selon les auteurs. Ainsi, selon certains, il est observé une augmentation souvent 
importante des caroténoïdes en situation de déficit hydrique. C’est le cas notamment de Triticum 
durum cv Adamello (Loggini et al., 1999), Rosmarinus officinalis (Munné-Bosch et al., 1999), 
Parkinsonia acueleta (Benadjaoud, 2002).  
 
Comme nous, d’autres auteurs ont constaté une  chute du taux de caroténoïdes en parallèle avec 
les chlorophylles. Ceci a été rapporté chez Pisum sativum (Iturbe-Ormaetxe et al., 1998), Salvia 
officinalis (Munné-Bosch et al., 2001) et Boa hygroscopica, une espèce tolérante à la 
dessiccation (Navari-Izzo et al., 2000).  
Chez Salvia officinalis (Munné-Bosch et al., 2001), la diminution de la  TRE autour de 50 %, 
entraîne une réduction du taux de caroténoïdes parallèlement à la réduction de la chlorophylle. 
En effet, le taux des composants du cycle des xanthophylles diminue d’environ 62 % chez les 
plantes déshydratées. Cette diminution est observée avec celle d’autres xanthophylles, lesquels 
diminuent de 72 %. Ceci entraîne une détérioration des membranes photosynthétiques, d’où 
altération du chloroplaste entraînant ainsi la sénescence. 
 
Le dysfonctionnement de l’appareil photosynthétique suite à la déshydratation peut entraîner la 
formation d’espèces réactives d’oxygène (ROS). Cette diminution du taux des caroténoïdes 
engendre par conséquent une faible protection des chloroplastes des plantes de tabac stressées 
contre le stress oxydatif.  
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5 – Conclusions générales 
 

Les plantes de Nicotiana sylvestris  répondent à la déshydratation par une suite d’évènements en 
relation avec l’intensité du stress. 
La première phase va du 2eme au 6eme jour : les teneurs relatives en eau des feuilles et du 
substratum se maintiennent. Les teneurs en proline libre, sucres solubles, protéines hydrosolubles 
ainsi que l’intégrité membranaire ne montrent pas de différences significatives avec les plantes 
témoins. Par ailleurs, la synthèse des pigments photosynthétiques et  caroténoïdes est inférieure à 
celle des témoins. 
 
La deuxième phase va du 6eme au 25eme jour. La teneur relative en eau continue à rester stable 
pour les stressées quoique à des valeurs inférieures par rapport aux témoins. Cette légère 
diminution de la teneur relative en eau induit très rapidement la mise en place d’un système de 
synthèse graduelle qui permet l’accumulation de la proline libre et des sucres solubles. Ce 
système nécessite une régulation génétique. 
 
L’accumulation de la proline libre apparaît comme étant la première manifestation de 
l’application de la contrainte hydrique. Son accumulation est plus accentuée avec la diminution 
de la teneur relative en eau. A l’opposé, les sucres solubles ne commencent à s’accumuler qu’à 
une faible teneur relative en eau.  
 
A ce niveau, les deux osmolytes maintiendraient une pression osmotique (à travers une rétention 
suffisante en eau) permettant à la plante de conserver son métabolisme et ses fonctions vitales. 
En effet,  les plantes vont interagir au déficit hydrique en fabriquant dans le cytosol des 
molécules de faible poids moléculaire (proline, sucres…) pour ajuster leur pression osmotique. 
Cet ajustement osmotique augmente l’influx de l’eau qui permet de maintenir une certaine 
turgescence cellulaire à un niveau aussi élevé que possible, par des potentiels hydriques foliaires 
faibles aussi bien dans le mesophylle qu’au niveau des cellules de garde (Hopkins, 1999). 
Notons également que la proline provient d’une néosynthèse. 
 
La diminution de la teneur relative en eau ne limite aucunement le déroulement des divers 
processus du métabolisme cellulaire. En effet, les teneurs en protéines, bien qu’inférieures par 
rapport à celles enregistrées chez les plantes témoins, demeurent dans l’ensemble stables. Cette 
réduction est peut être liée à un dysfonctionnement de la protéogénèse, due à la perturbation dans 
le fonctionnement des enzymes ou à une certaine protéolyse.  
 
L’intégrité structurale et fonctionnelle des membranes cellulaires estimée en termes d’efflux 
d’ions est maintenue grâce à une accumulation de solutés compatibles qui gardent les surfaces 
des membranes hydratées leur assurant ainsi un fonctionnement optimum. 
 
Ces processus métaboliques n’ont lieu que lorsque l’intégrité fonctionnelle de l’appareil 
photosynthétique est intacte. Quoiqu’une réduction dans la teneur en pigments photosynthétiques 
soit enregistrée par rapport aux témoins, elle demeure dans l’ensemble stable. Ce maintien est 
une preuve de la conservation de cette intégrité.  
 
La diminution de la teneur relative en eau des feuilles en relation avec dessèchement du 
substratum, agit sur la croissance des plantes. Les plantes de tabac stressées répondent aux 
conditions d’arrêt d’arrosage par un développement du système racinaire par rapport aux parties 
aériennes. 
 



53 
 

Le changement dans le rapport Partie aérienne / racine, signifie que la grande proportion des 
assimilats de la plante sont orientés vers le système racinaire d’où sa croissance importante. La 
diminution du rapport partie aérienne / racine, quand les provisions en eau du sol sont limitées, 
est un avantage. Ceci améliore la capacité du système racinaire à extraire plus d’eau par 
l’exploration d’un volume plus important du sol  pour le maintien des fonctions vitales dans 
toute la plante en attendant la levée du stress. Il y a, donc, une faible disponibilité de produits en 
direction des parties aériennes, ce qui ne leur assure pas une croissance convenable. Ceci peut 
être bénéfique dans la mesure où une surface foliaire plus petite conduit à une transpiration plus 
faible. 
A partir du 25eme jour (3eme phase), une diminution plus importante de la teneur relative en eau 
stimule encore plus les systèmes mis en place pour la rétention de l’eau. Les photosynthétats 
peuvent être réorientés vers d’autres synthèses d’où accumulation accrue en proline libre et 
sucres solubles. En effet, l’accumulation de la proline est six fois plus importante que celle 
enregistrée chez les plantes témoins et les teneurs en sucres solubles atteignent un niveau deux 
fois plus important. 

A ce stade, la dégradation des protéines est accélérée. Ceci renforce encore plus le pool de 
proline libre et d’acides aminés. 
L’accumulation accrue des sucres solubles est peut être renforcée soit par un ralentissement de 
leur utilisation par les différentes voies métaboliques, soit par une accélération dans la 
dégradation de l’amidon par une stimulation de l’activité amylolytique. A ce niveau, les deux 
osmolytes agiront comme agents protectants des structures membranaires et des protéines 
enzymatiques. 
Du 25 au 28eme jour, on observe une chute de la teneur en chlorophylles et celle des caroténoïdes. 
Ceci signifie que le fonctionnement de la photosynthèse est altéré. La réduction quantitative dans 
la photosynthèse peut résulter de l’influence de la photoinhibition et de la photodestruction des 
pigments (suite à la dégradation des caroténoïdes). Ainsi, la sénescence est accélérée d’où 
jaunissement des feuilles. 

Le dysfonctionnement de l’appareil photosynthétique suite à la déshydratation peut entraîner la 
formation d’espèces réactives d’oxygène (ROS). Cette diminution du taux des caroténoïdes 
engendre par conséquent une faible protection des chloroplastes des plantes de tabac stressées 
contre le stress oxydatif.  
La réduction dans les photosynthétats et leur allocation vers les racines devient importante , ce 
qui va agir encore plus sur les parties aériennes, d’où leur faible croissance comparativement au  
système racinaire. 
Les stades ultimes précédant la mort consistent également en une altération de la 
compartimentation membranaire. Ces changements sont liés à la présence de radicaux libres qui, 
conjointement avec les enzymes de dégradation  (protéases, lipases, hydrolases…), participent à 
la détérioration des structures membranaires d’où fuite de l’eau, de solutés, d’ions, etc.….. 
entraînant, à la fin, la mort cellulaire.  
La suite d’évènements sus-cités répond dans l’ensemble au schéma de Larcher (1995) 
représentant les différentes phases induites par un stress hydrique suite à son intensification. 
La première phase allant du 2eme au 6eme jour correspond à la phase d’alarme où aucun signe de 
résistance de la part des plantes stressées n’apparaît. Ceci se manifeste par un comportement 
similaire entre les plantes témoins et stressées. A cette phase succède une deuxième allant du 
6eme au 22eme jour et correspondant à la phase de résistance. A ce niveau, le maintien de la 
croissance et des activités vitales est assurée par le phénomène de l’ajustement osmotique via 
l’accumulation de solutés compatibles (proline et sucres solubles). 
A partir du 25eme jour, la phase d’épuisement s’installe. En effet, l’intensité du déficit hydrique 
augmentant, ceci mène à l’effondrement des activités métaboliques et physiologiques des 
plantes.  
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Figure 25 : Modèle proposant les interrelations entre les différentes réponses 
physiologiques du végétal  au cours d’un stress hydrique 
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Les plantes de Nicotiana sylvestris ont montré une résistance vis à vis du déficit hydrique. Cette 
bonne tolérance est due à une capacité de maintenir une turgescence des tissus à travers une 
importante rétention d’eau. Cet équilibre hydrique serait réalisé, d’un côté, par une faible 
évapotranspiration en régulant le mouvement des stomates et,  d’un autre côté, par la mise en 
place d’un ajustement osmotique grâce à l’accumulation de solutés compatibles. Ces 
réajustements vont permettre le déroulement des fonctions vitales des plantes. 
 
 
Il serait intéressant d’approfondir certaines réponses du tabac au stress hydrique par une étude 
plus fine de quelques mécanismes de résistances tels que la nature des sucres solubles 
accumulés, la régulation des mouvements des stomates, etc.…... En outre, le degré de résistance 
de Nicotiana sylvestris peut être mieux cerné et apprécié en appliquant des cycles de 
déshydratation–réhydratations afin de simuler les conditions du milieu. 
Dans l’avenir, il serait souhaitable d’approfondir ce travail par une étude comparative du mutant 
de Nicotiana sylvestris CMS2 qui, lui, s’avère plus résistant au déficit hydrique.  
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 Annexe 
 

 
 
 
 
Composition du milieu KNOP 
 
-Nitrate de Sodium (NO3, Na)                            1g 
-Nitrate de Potassium (NO3, K)                          0,25 g 
-Phosphate Mono potassique (PO4, K)               0,25 g 
-Sulfate de Magnésium (SO4, Mg)                      0,25 g 
-Phosphate de fer (PO4, Fe)                                Traces. 
 
Composition du terreau 
 
Support de culture NFU 44.5.51. 
Conductivité                   750 µs /cm 
Matière organique          20 % 
Matière sèche                 25 % 
PH (H2O)                        5,5-6,5 
Engrais composés 
NPK (14-16-18) avec oligo-éléments 1 kg/m3 
Engrais composé organique : 
NPK (7-6-6)                                        1 Kg/m3 
Rétention en eau (matière sèche)      450 g /100g 
Masse nette                                         15 kg 
FR  19.384553657.00030 
Code Activité     516 N 
Produit en Hollande 
 
Préparation des réactifs 
 
Préparation du réactif à l’anthrone  
 
A 0,2 g d’anthrone sont rajoutés 100 ml d’acide sulfurique à 91 %. 
La préparation se réalise à froid et la solution est conservée à l’abris de la lumière dans la 
chambre froide. 
 
Préparation du réactif à la Ninhydrine  

 
- 1,25 g de Ninhydrine sont dissous dans :  
- 30 ml d ‘acide acétique concentré. 
- 7,5 ml d’acide orthophosphorique à 85 %. 
Le tout est complété à 50 ml avec l’eau distillée. 
 

 
 
 



 
Préparation du réactif de Biorad  

 
- 50 mg de bleu de Coomassie (G250) sont dissous dans : 
- 25 ml d’éthanol à 95 %. 
- 50 ml d’acide orthophosphorique à  85 %. 
Le tout est complété à 500 ml avec de l’eau distillée. Le réactif de Biorad est conservé à 
l’obscurité dans la chambre froide. 
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