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ABSTRACT 

For Atriplex halimus valorization by in vitro tissue culture, a callogenesis protocol is initiated 

in order to study the different factors that influence cell proliferation in this species. For this 

purpose, different explants (leaves, cut stems, cotyledonary leaves, hypocotyls and apexes) 

are cultured on MS [1] and B5 medium [2], with half strength macroelements and added with 

different concentrations of 2,4-D and kinetin. The results evaluation shows that callogenesis 

depends on the culture medium mineral composition, the hormones concentration and the 

explant type. The B5 medium with half strength macroelements (B5/2) seems to be the most 

favorable for callogenesis induction compared to MS medium with half strength 

macroelements (MS/2). The results also show that the stem and hypocolyl explants are the 

most reactive and that the use of 0.5 mg / l 2,4-D + 0.5mg / l Kin gives the best callogenesis 

rates. 
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1. INTRODUCTION 

La progression de la salinité et la sécheresse enregistrée depuis longtemps dans les zones 

arides et semi arides  ont abouti à une perte considérable des sols fertiles[3] aggravée par les 

fortes évaporations et l’insuffisance pluviométrique qui caractérisent ces régions [4], ainsi que 

les mauvais systèmes d’irrigation [5]. D’après [6], plus de 20% des sols irrigués, en Algérie, 

sont concernés par le problème de la salinité. Cette situation exige l’introduction d’une 

végétation résistante adaptée à ces nouvelles conditions pour la réhabilitation des sols 

dégradés [7]. Ainsi une grande importance doit être attribuée aux espèces du genre Atriplex 

qui, grâce à leur caractère xérohalophytique, supportent les conditions climatiques et 

pédologiques des régions arides et semi-arides [8] et possèdent des capacités pour maintenir 

un potentiel hydrique interne bas sous la contrainte saline du milieu [9]. Elles sont 

caractérisées également par un système végétatif développé apprécié par le bétail[10,11] et 

ont fait l’objet de plusieurs travaux de recherche qui ont porté sur l’aspect fourrager et la 

nutrition minérale [12], la résistance et la tolérance à la salinité et à la sécheresse [8], [13]. 

Cependant, suite au surpâturage, les aires de répartition des Atriplexaies se réduisent [14] et 

leur régénération naturelle par semis est insuffisante pour la reconstitution de la couverture 

végétale [15]. Il s’avère donc indispensable d’explorer d’autres méthodes de multiplication 

plus efficaces et plus rapides telle que l’utilisation de la culture des tissus in vitro qui permet 

d’obtenir rapidement un grand nombre de plantes génétiquement homogènes [16]. Plusieurs 

travaux montrent la possibilité de multiplier des espèces du genre Atriplex par la culture des 

tissus in vitro [17,18] en Tunisie et en Algérie [15,19,20]. Ces différents travaux ouvrent une 

voie prometteuse pour la micropropagation des Atriplex notamment Atriplex halimus, ce qui 

offre une bonne démarche quant à son utilisation dans les programmes de réhabilitation des 

sols dégradés d’où l’intérêt de cette étude où un protocole de callogenèse est initié en étudiant 

l’influence de plusieurs facteurs sur l’induction de la callogenèse chez Atriplex halimus, 

notamment le milieu de culture et le type de l’explant. 
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2. MATERIEL ET METHODES  

2.1 Matériel biologique  

Les graines de Atriplex halimus L. utilisées sont récoltées en 2015 dans la région d’Es-Senia 

au sud d’Oran.  

2.2 Méthodes 

2.2.1 Induction de la callogenèse  

Les graines de A. halimus sont décortiquées et divisées en deux lots. Le premier lot subi une 

désinfection par immersion dans l’éthanol 70° pendant 10 min, suivie par un trempage dans 

une solution d’hypochlorite de sodium à 5% pendant 20 min puis rincées 5 fois avec l’eau 

distillée stérile. Les graines sont alors séchées avec du papier filtre stérile et mises à germer 

dans des boites de Petri contenant le milieu MS sans hormones sous une photopériode de 16 

heures et une température de 23±1°C, l’opération se déroule sous hotte dans des conditions 

d’asepsie rigoureuse. En parallèle les graines du second lot sont semées dans des pots 

(21x17cm) contenant un mélange terreau/sable (1/3 terreau + 2/3 sable), la culture est menée 

sous serre et les pots ainsi préparés sont arrosés trois fois par semaine avec de l’eau courante.  

A partir des vitroplants âgés de 15 jours, les feuilles cotylédonaires, les hypocotyles et les 

apex d’environ 1mm sont prélevés. Les explants de feuilles de 25 mm2 et de tiges de 5 mm 

sont prélevés à partir de plantes âgées de 3 à 4 mois obtenues sous serre puis désinfectés selon 

le protocole précédent sous des conditions d’asepsie rigoureuse. 

Pour l’induction de la callogenèse, deux milieux de base sont testés, le milieu MS (Murashige 

et Skoog) [1] et le milieu B5 (Gamborg) [2] dont les macroéléments sont dilués de moitié soit 

MS/2 et B5/2. Ces deux milieux sont additionnés de 2,4-D (acide 

2,4-dichlorophénoxyacétique, hormone à effet auxinique) et Kinétine (une cytokinine) à 

différentes concentrations (Tableau 1).  

Les différents explants sont répartis à raison de 6 explants de feuilles cotylédonaires par boite 

et 4 explants pour les hypocotyles et les apex. Les explants foliaires et les explants de tige, 

sont mis en culture à raison de 10 explants par boite de Petri. Les différentes opérations sont 

répétées 4 fois pour chaque milieu et pour chaque explant. Les boites de Petri sont ensuite 

placées dans une chambre de culture sous une photopériode de 16 heures et une température 
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de 23 ±1°C.  

                  Tableau 1. Les concentrations hormonales testées 

               Hormones 

Milieux 

2,4-D (mg/l) Kin (mg/l) 

MS/2 M1 0,5 0,5 

M2 1 1 

M3 1,5 1,5 

M4 1 0,5 

B5/2 G1 0,5 0,5 

G2 1 1 

G3 1,5 1,5 

G4 1 0,5 

M1, M2, M3, M4 correspondent aux différents milieux à base du milieu MS dilué de moitié (MS/2) avec 

différentes balances hormonales ; G1, G2, G3 et G4, correspondent aux différents milieux à base du milieu 

Gamborg dilué de moitié (B5/2) avec différentes balances hormonales.  

 

2.2.2 Analyse statistique  

Après un mois de culture le pourcentage de cals obtenus est calculé par rapport au nombre 

total des explants mis en culture. Les résultats sont analysés par une analyse de variance 

(ANOVA) pour évaluer la significativité de l’effet des différents facteurs sur l’induction de la 

callogenèse. Les moyennes sont ensuite classées par le test de Tukey (HSD) à l’aide du 

logiciel Statistica (version 5) au seuil de 5 %. 

 

3. RESULTATS  

Le suivi du comportement des différents explants mis en culture montre qu’il y a une 

variabilité dans la précocité de l’expression du pouvoir callogène. Après 5 jours de culture, les 

explants de tige initient une callogenèse, quel que soit le milieu de culture testé. Cette réaction 

se manifeste par un gonflement des explants accompagné parfois par une déchirure de 

l’épiderme résultat d’un début d’activité cellulaire interne. Après 8 jours de culture, ce sont 

les explants de feuilles qui commencent à réagir par la formation de petits amas cellulaires 

observés surtout au niveau des zones d’excision et au niveau de la nervure principale alors 

que les explants originaires des vitroplants manifestent des réactions plus tardives, 12 jours 

après leur mise en culture.  
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Après un mois, les différents milieux de culture testés permettent aux explants d’évoluer en 

cals. L’examen macroscopique des cals formés montre que la morphologie ainsi que la 

prolifération de ces derniers varient selon le milieu de culture et le type d’explant (Figure 1). 

L’évaluation de ces résultats par les tests statistiques (Tableau 2) révèle que le développement 

des cals chez Atriplex halimus est conditionné par la composition minérale du milieu de 

culture, la concentration des hormones exogènes et le type d’explant. L’analyse de la variance 

montre que les trois facteurs étudiés ont un effet hautement significatif sur l’induction de la 

callogenèse ainsi que leurs effets interactifs. 

 

Tableau 2. Analyse de la variance de l’effet du milieu de culture et de la concentration 

hormonale sur l’induction de la callogenèse à partir des different explants chez Atriplex 

halimus L. 

**: hautement significatif       * : significatif 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Effet ddl Carré moyen F P 

Milieu de base (M) 1 15788,64 35,85110 0,000000** 

Concentration hormonale (C) 3 4522,58 10,26937 0,000003** 

Explant (E) 4 10517,38 23,88169 0,000000** 

M*C*E 12 820,73 1,86361 0,042571* 
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Fig.1. Aspect des cals obtenus à partir de différents explants chez Atriplex halimus après 1 

mois de culture sous une photoperiode de 16h et T°= 23 ±1°C. 

(a : tige sur milieu M1 ; a’ : tige sur milieu G1 ; b : feuilles sur milieu M3, b’ : feuille sur milieu G3 ; c : 

feuille cotyledonaire sur milieu M4 ; c’ : feuille cotyledonaire sur milieu G4 ; d : hypocotyle sur milieu 

M1, d’ : hypocotyle sur milieu G1 ; e : apex sur milieu M1 ;e’ : apex sur milieu G1) 
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3.1 Effet de la composition minérale du milieu sur l’induction de la callogenèse  

L’induction de la callogenèse est observée sur les deux milieux testés quelle que soit la 

concentration hormonale ajoutée et à partir de tous les explants utilisés. Les résultats montrent 

que ces derniers expriment un pouvoir callogène plus important sur le milieu B5/2. En effet, 

ce milieu a permis à tous les explants d’induire les taux de callogenèse les plus élevés par 

rapport à ceux cultivés sur milieux MS/2 (Figure 2) avec une différence significative observée 

dans le cas des explants de feuilles, tiges et apex. L’analyse statistique montre que la 

composition minérale du milieu de culture exerce un effet hautement significatif sur 

l’induction de la callogenèse chez Atriplex halimus (Tableau 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig .2. Effet du milieu sur l’induction de la callogenèse à partir des différents explants chez 

Atriplex halimus après 30 jours de culture sous une photopériode de 16h, T= 23±1C° 

(* : Différence significative à α <0,05).  

F : Feuille ; T : Tige ; FC : Feuilles Cotylédonaires ; Hyp : Hypocotyle ; Ap: Apex 

 

3.2 Effet de la concentration de 2,4-D et Kin sur l’induction de la callogenèse  

L’utilisation de la balance hormonale 2,4-D / Kin induit une callogenèse avec une réponse qui 

varie selon le milieu de base et le type d’explant. Le taux de callogenèse obtenu à partir des 

différents explants oscille entre 6 et 100% ce qui montre que la callogenèse chez Atriplex 

 

* 
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halimus est sous l’influence de la concentration des hormones exogènes ajoutée au milieu de 

culture avec un effet hautement significatif (Tableau 2). Cependant les milieux M1 et G1 

renfermant chacun 0,5mg/l 2,4-D + 0,5mg/l Kin, diffèrent significativement des autres 

milieux et donnent les taux moyens de réactivité les plus élevés avec respectivement 63,72% 

et 87,56% de cals formés (Tableau 3). 

 

Tableau 3. Taux moyens de callogenèse obtenus sur les différents milieux testés à partir des 

différents explants chez Atriplex halimus 

Milieu de culture M1 M2 M3 M4 G1 G2 G3 G4 

Taux moyen de 

callogenèse  
63,72 a 52,32 b  53,44 b 43,68c   87,56 A 71,76 B  59,12 C 65,80 B 

Les valeurs suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test HSD de Tukey à p≤0,05  

 

3.3 Effet de l’explant sur l’induction de la callogenèse  

Les différents explants testés expriment un pouvoir callogène très variable en fonction du 

milieu de base et de la concentration de 2,4-D et de Kin dans le milieu de culture. L’analyse 

de la variance montre que la nature de l’explant exerce un effet hautement significatif sur 

l’induction de la callogenèse chez Atriplex halimus. Les explants de tige et d’hypocotyles 

expriment un pouvoir callogène plus important avec respectivement 79,75% et 76,87% de 

réactivité formant ainsi un groupe homogène (Tableau 4) alors que les explants foliaires 

manifestent les plus faibles réponses (40,5%).  

 

Tableau 4. Taux  moyens de callogenèse obtenus à partir des différents explants testés chez 

Atriplex halimus 

 Explant  F  T Fc   Hyp Ap 

MOY  40,50 c 79,75 a 56,25 b 76,87a 57,50b 

Les valeurs suivies de la même lettre ne sont pas significativement différentes selon le test HSD de Tukey à p≤0,05 

(F : Feuille ; T : Tige ; FC : Feuilles Cotyledonaires ; Hyp : Hypocotyle ; Ap : Apex) 

 

L’initiation de la callogenèse à partir des explants de tige commence par un gonflement qui 

évolue, après un mois, en cals de couleur beige, nodulaire et de texture friable (Figure 1). 
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Chez les explants foliaires l’initiation commence par la formation de petits amas cellulaires au 

niveau des zones d’excision et de la nervure principale qui évoluent après un mois de culture 

en cals de couleur qui varie du vert clair au beige clair avec une texture nodulaire à plus ou 

moins compacte. Chez les feuilles cotylédonaires, des cals de petite taille qui sont formés au 

niveau de la zone d’excision seulement sont verts à vert clair et d’une consistance compacte, 

quant aux hypocotyles, les cals formés à partir des zones d’excision sont plus importants par 

rapport aux feuilles cotylédonaires dont la couleur varie, du vert au vert clair, beige clair et de 

consistance nodulaire friable. Enfin, les apex initient des cals compacts de couleur verte claire 

à beige. Il est à noter qu’aucun milieu n’a permis le débourrement des méristèmes préexistants 

au niveau des apex. 

 

4. DISCUSSION 

Des explants de tige, de feuille, d’hypocotyle, des feuilles cotylédonaires et d’apex d’Atriplex 

halimus sont mis en culture sur milieu MS et milieu B5 qui différent par leur composition 

minérale et dont les macroéléments sont dilués de moitié. Ces deux milieux sont additionnés 

de 2,4-D et de Kinétine à différentes concentrations. Les différents explants manifestent des 

réponses variables et le taux de callogenèse dépend du milieu de culture, de la concentration 

des hormones ajoutées et de la nature de l’explant. 

Les résultats montrent que tous les explants testés expriment un pouvoir callogène plus 

important sur le milieu B5/2 comparé au milieu MS/2. Cette variabilité de réponse pourrait 

être expliquée par la différence de la composition minérale de chaque milieu et pour la 

réussite de la culture des tissus in vitro, le choix du milieu de culture en est une étape très 

importante [21]. En faisant une comparaison entre la composition minérale des deux milieux, 

le milieu B5 est moins concentré en sels minéraux par rapport au milieu MS [22], plus riche,  

et généralement plus utilisé pour le développement d’une organogenèse [22-24]. 

Plusieurs auteurs montrent que l’utilisation du milieu B5 est favorable à la callogenèse par 

rapport au milieu MS [23-25]. Les travaux de [25] sur Atriplex halimus montrent que le 

milieu B5 (non modifié) initie une callogenèse plus importante par rapport au milieu MS qui 

induit beaucoup plus une organogenèse ce qui n’est pas observé dans notre cas. Des résultats 

similaires sur Taxus baccata sont révélés par [26] ainsi que ceux obtenus par [27]sur 
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Barringtonia racemosa qui montrent que la richesse du milieu MS en ammonium (élément 

signalé comme un inhibiteur de croissance in vitro de certaines plantes) fait de lui un milieu 

défavorable à la prolifération cellulaire. 

L’utilisation de la balance hormonale 2,4-D/Kin induit chez Atriplex halimus des réponses 

variables des différents explants. Plusieurs travaux montrent que la combinaison entre une 

hormone à effet auxinique et une cytokinine joue un rôle important dans l’initiation de la 

callogenèse chez plusieurs espèces végétales : Atriplex halimus [20,25], Atriplex canescens 

[20,28], Phoenix dactylifera [29,30], Jurlans regia [31], Gerbera jamesonii [32] Ricinus 

communis [33], Beta vulgaris [34], Cicer arietinum [35]. D’après [30] et [20], sous l’effet des 

hormones, certaines cellules appelées «cellules cibles» ou cellules «compétentes», subissent 

une dédifférenciation, retrouvent leur état méristématique et se divisent pour former un cal. 

En outre, les modifications dans les concentrations de la balance 2,4-D/Kin induisent une 

action significative sur le taux de la callogenèse qui est obtenue lorsque le rapport cytokinine 

/auxine est égale à l’unité [16,21,23,24,36]. Aussi, tous les milieux de culture testés lors de ce 

travail et dont le rapport cytokinine / auxine est égal à 1 initient une callogenèse. [25] montre 

que l’utilisation de cette balance à 0,5mg/l/0,5mg/l induit les meilleures proliférations chez 

Atriplex halimus ce qui est confirmé par nos résultats. Cependant, [37] montrent que 

l’utilisation de faibles concentrations en 2,4-D combinées avec de fortes concentrations en 

Kinétine sont plus favorables à la prolifération cellulaire chez le cotonnier. 

Par ailleurs, [38] rapportent que le 2,4-D est indispensable à la callogenèse de Baillonella 

toxisperma et Vitellaria paradoxa et que les cals sont plus abondants sur des explants de 

folioles et d’entre-nœuds ayant subi une exposition plus longue au 2.4-D dans le cas d’ 

Actinidia chinensis PL[39]. Les mêmes observations sont notées par [40] sur Plantago ovata 

et par [41] sur la canne à sucre (Saccharum officinarum). Cependant [42] montrent que 

l’utilisation de 2,4-D seule dans le milieu de culture induit de faibles proliférations des 

explants foliaires de Luffa cyindrica (Cucurbitacées), par contre la combinaison de cette 

hormone avec la Kinétine à raison de 2 mg/l 2,4-D et 0,5mg/l Kin améliore nettement le taux 

de la callogenèse chez cette espèce. De plus, chez Atriplex halimus, l’utilisation d’AIA/Kin 

n’est pas favorable à l’induction de la callogenèse alors que le remplacement d’AIA par le 
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2,4-D induit la formation de cal embryogène à partir des explants d’entre nœuds [25]. Selon le 

même auteur, les cals de couleur beige avec une texture friable sont des cals embryogènes. Ce 

type de cals a été observé au cours de notre travail et a fait l’objet d’une étude histologique 

préalable.  

La callogenèse chez Atriplex halimus est également influencée par le type d’explant et ce sont 

les explants de tige et d’hypocotyle qui expriment un pouvoir callogène important. Toutefois 

les différents milieux de culture testés, permettent aux explants de tige d’exprimer une 

réponse précoce par rapport aux autres explants, qui se manifeste par un gonflement de 

l’explant suite à des divisions cellulaires internes. La tension exercée par ces cellules 

néoformées provoque la déchirure de l’épiderme et des assises externes de l’explant [20]. Les 

travaux de [19] sur Atriplex halimus L. et Atriplex canescens Purch Nutt. montrent une 

prolifération importante des explants foliaires et de tige dans le milieu MS additionné de 

2,4-D et Kin. [43] observent aussi que les explants de tiges chez Gymnema sylvestris R. BR. 

(Asclepiadacées) sont plus réactives par leur gonflement avec la persistance de la couleur 

verte. Des observations similaires sont rapportées dans le cas de Cicer arietinum par [35] et 

chez de nombreuses dicotylédones [44]. Par ailleurs, chez Atriplex halimus une prolifération 

importante est également obtenue à partir d’explants d’hypocotyles. [37] montrent également 

que les hypocotyles donnent les meilleures proliférations chez le cotonnier. Cette différence 

de réactivité entre les explants est probablement due à la différence anatomique entre ces  

organes et les différences de concentrations des hormones endogènes [20], ainsi que leur 

réaction avec les différentes compositions du milieu de culture [37]. 

Enfin l’initiation de la callogenèse chez Atriplex halimus L. dépend de plusieurs facteurs à 

savoir, la composition minérale du milieu de culture, la nature de l’explant et la concentration 

des hormones ajoutées. Les différents explants sont plus réactifs sur le milieu B5/2 par rapport 

au milieu MS/2. L’utilisation de la balance hormonale 2,4-D/ Kin à une concentration de 

(0,5/0,5 mg/l) permet une meilleure initiation à la callogenèse. Cette dernière est beaucoup 

plus importante dans le cas des explants de tige et d’hypocotyle.  
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