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     RÉSUMÉ 
 
 
 

Cette étude contribue à la connaissance taxonomique et évolutive de 4 taxons 

d’astragales. Deux sont endémiques de l'Afrique du Nord : Astragalus armatus 

subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus. Un autre est endémique du 

sahara, A. pseudotrigonus alors que A. cruciatus est un taxon répandu sur tout le 

pourtour méditerranéen. L'approche adoptée vise à explorer la diversité sur des 

critères cytogénétiques et palynologiques. L’étude cytogénétique classique et 

moléculaire (coloration à l’acéto orcéine, chromomycine A3 et  FISH)  a  permis  

d’établir un nombre de chromosomes identique pour les 4 taxons à 2n = 2 x = 16, 

une variation du nombre et de la position des bandes d’ADN riches en base GC 

associées ou non aux NOR’S. L'étude a également révélé l’existence d’un seul locus 

35S et 5S chez tous les taxons, situé dans des positions différentes. Les données 

sur la taille du génome dévoilent une variation de la valeur C entre A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus d’une part, et les deux autres 

taxons d’autre part. Les résultats de l'analyse palynologique attestent que la 

variabilité s’exprime en termes de taille et de forme des grains de pollen. Les 

résultats obtenus ont fourni des informations et des connaissances de base sur les 4 

taxons. Nous suggérons une investigation élargie à l’ensemble du genre dans 

l’objectif d’apporter des précisions et des réponses soulevées par des interrogations 

d’ordre taxonomique et évolutif et de compléter la base de données des espèces 

algériennes. 
 

Mots clefs : Astragalus L., Hybridation in situ en fluorescence, fluorochrome 

banding, Cartographie rDNA, Taille du génome, Pollen. 
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ABSTRACT 
 
 

 
This study contributes to a better taxonomical and evolutionary knowledge about four 

Astragalus taxa. Two of them are endemic of North Africa: Astragalus. armatus 

subsp. tragacanthoïdes and A. armatus subsp. numidicus. The third one is endemic 

of Sahara: A. pseudotrigonus and the last one is a widespread mediterranean, A. 

cruciatus. This approach seeks to explore the diversity upon karyological and 

palynological criteria. The cytogenetic study using different coloration technics, with 

or without fluorescence staining, established an identical chromosome number for all 

taxa 2n = 2x = 16. The Chromomycin coloration technic A3 and the fluorescence 

staining in situ hybridization (FISH) with double labeling, showed a variation in the 

number and the position of the GC-rich DNA regions associated or not to NOR'S. 

The study also showed the existence, in all taxa, of a single locus of 35S and 5S 

located at different positions. Nuclear DNA amount shows variation of the C value 

between the two subspecies of A. armatus, on one hand, and the other two taxa, on 

the other hand. The palynological investigations point out pollen variability in terms of 

size and form of pollen grains. These results provide basic information about the 4 

taxa. We suggest further and exhaustive explorations on the entire genus in order to 

clarify its taxonomical and evolutionary specificities. 

 

Key words: Astragalus L., fluorescence in situ hybridization, fluorochrome banding 

CMA3, rDNA mapping, DNA content, Pollen. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 



 

 

LISTE DES ABBREVIATIONS 
 
 

 

ADN Acide désoxyribonucleique.  

ADNr ADN ribosomique. 

ARN Acide Ribonucléique. 

ARNr ARN ribosomique. 

AT Adenosine Thymine. 

Batt. Battandier. 

Benth. Bentham. 

Bertol. Bertoloni. 

Boiss. Boissier. 
BSA Bovin Serum Albumin. 
CMA 3 Chromomycine A3. 
CMA+ coloration positive avec les séquences GC.  
Coss. Cosson. 

cs Constriction secondaire. 
CV Coefficient de Variation. 
DAMD Directed Amplification of Minisatellite-Region DNA. 
DAPI 4 ,6- diamidino-2-phenylindole. 
DC. de Candolle.  
Desf. Desfontaines. 
DPX Distrène, Phtalate de butyle et Xylène, liquide de montage. 

Dur. Durieux. 

FISH Hybridation In Situ par Fluorescence. 
GC Guanine Cytosine. 

H Heure. 

Ic Indice centromérique. 
IRLC Inverted Repetition Lacking Clade. 

ISSR Internal simple sequence repeat. 

Kb Kilo base. 
Labill. de La Billardière. 

M Mole. 



 

 

Mbp Méga-paires de base. 
min Minute. 
mM Millimolaire. 
Murb. Murbeck. 

NORs Régions à organisateurs nucléolaires. 

nrDNA ITS Nuclear ribosomal DNA (nrDNA) internal transcribed spacer (ITS). 
OTAN- NATO Organisation du Traité de l’Atlantique Nord. 
PCR Poly Chain Reaction.  

pg Picogramme. 
pTa71 Clone de 4 Kilobase obtenu à partir d’un fragment EcoR1 incluant des 

séquences ADNr 35S d’Arabidopsis thaliana (L.) Heynh.  

pTa794 Clone de 410 paires de base obtenu à partir d’un fragment BamHI incluant 

des séquences d’ADNr 5S de Triticum vulgare Vill. 

RAPD Random Amplified Polymorphic DNA. 

RFLP Restriction Fragment Length Polymorphism.  

Rpoc 1 et Rpoc 2 RNA polymérase chloroplastiques genes. 

Sat Satellite. 
SDS Sodium Dodecyl Sulfate. 

SSC Salt Sodium Citrate. 

Speg. Spegazzini 

Subsp. Sous espèce. 

THC Temperate Herbaceous Group. 

Trab. Trabut. 

UICN Union Internationale pour la Conservation de la Nature. 

UTP Uridine triphosphate. 

µm micron. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

LISTE DES FIGURES 
 
 
 
 

Figure 1. Historique de la taxonomie du genre Astragalus L.  

Figure 2. Cladogramme des relations phylogénétiques du groupe IRLC.  
Figure 3. a,  b,  c Astragalus armatus subsp tragacanthoïdes, d, e, f Astragalus 

armatus subsp numidicus, g, h, i Astragalus cruciatus,  j,  k,  l Astragalus 

pseudotrigonus. 
Figure 4. Localisation des sites de prélèvement.  
Figure 5. Caryotype d’A. armatus subsp. tragacanthoïdes (a) plaque métaphasique; 

(b) caryogramme; (c) idiogramme. 
Figure 6. Caryotype d’A. armatus subsp. numidicus (a) plaque métaphasique; (b) 

caryogramme; (c) idiogramme. 
Figure 7. Caryotype d’A. cruciatus (a) plaque métaphasique; (b) caryogramme; (c) 

idiogramme. 
Figure 8. Caryotype d’A. pseudotrigonus (a) plaque métaphasique; (b) 

caryogramme; (c) idiogramme. 
Figure 9. Coloration à la chromomycine, hybridation in situ avec les sondes ADNr 5S 

et 35S sur plaques métaphasiques et idiogrammes d’A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes. 
Figure 10. Coloration à la chromomycine, hybridation in situ avec les sondes ADNr 

5S et 35S sur plaques métaphasiques et idiogrammes A. armatus subsp. numidicus. 

Figure 11. Coloration à la chromomycine, hybridation in situ avec les sondes ADNr 

5S et 35S sur plaques métaphasiques et idiogrammes d’A. cruciatus. 

Figure 12. Coloration à la chromomycine, hybridation in situ avec les sondes ADNr 

5S et 35S sur plaques métaphasiques et idiogrammes d’A. pseudotrigonus. 
Figure 13. Fréquence des nucléoles dans les noyaux interphasiques. 
Figure 14. Coloration des nucléoles au nitrate d’argent : (a) A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes; (b) A. armatus subsp. numidicus; (c) A. cruciatus ; (d) A. 

pseudotrigonus. Les flèches indiquent les nucléoles. 



 

 

Figure 15. Pollen observé au microscope photonique chez a) A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes, b) A. armatus subsp. numidicus et  c)  A. cruciatus. Les flèches 

indiquent le pollen non viable. 
Figure 16. Pollen observé au microscope photonique (a, c, e) vue équatoriale ; (b, d, 

f) vue polaire. A. armatus subsp. tragacanthoïdes;  (a,  b)  A. armatus subsp. 

numidicus; (c, d) A. cruciatus (e, f). 
Figure 17. Pollen observé au microscope électronique (a, b, c) vue équatoriale; (d, e, 

f) ; structure de l’exine. (a, d, g) A. armatus subsp. tragacanthoïdes ;  (b,  e,  h)  A. 

armatus subsp. numidicus ; (c, f, i) A. cruciatus. 

      
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 

LISTE DES TABLEAUX 
 
 
 
Tableau 1. Historique de la classification infra-générique du genre Astragalus L. 

Tableau 2. Espèces du genre Astragalus L. en Algérie décrites par Quézel et Santa 

(1962). 
Tableau 3. Caractères morphologiques des taxons étudiés. 
Tableau 4. Données écologiques des populations étudiées. 
Tableau 5. Nomenclature chromosomique proposée par Levan et al. (1964). 
Tableau 6. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. armatus 

subsp. tragacanthoïdes.  
Tableau 7. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. armatus 

subsp. numidicus. 
Tableau 8. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. cruciatus. 
Tableau 9. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. 

pseudotrigonus. 
Tableau 10. Nombre et types d’hétérochromatine observes chez les taxons étudiés. 
Tableau 11. Nombre et position des loci 35S et 5S observes chez les taxons étudiés. 
Tableau 12. Estimation de la taille du génome par cytométrie en flux des taxons 

étudiés. 
Tableau 13. Viabilité et morphométrie des grains de pollen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

SOMMAIRE 
 

INTRODUCTION………….…...…………………………………………………...………..1 
CHAPITRE I. SYNTHÈSE BIBLIOGRAPHIQUE 

1. Les Fabacées .............................................................................................. 4 

2. Le genre Astragalus L  ................................................................................. 4 

2.1. Historique de la classification du genre Astragalus .................................. 5 

2.2. Corrélation entre la répartition géographique et le nombre de base x .... 9 

2.3. Systématique du genre Astragalus ............................................................. 9 

2.4. Description botanique du genre Astragalus ............................................. 10 

2.5. Le genre Astragalus en Algérie ................................................................. 10 

2.6. Importance économique et usages traditionnels………………………...17 

3. Notions de Cytogénétique .......................................................................... 18 

3.1. L’hétérochromatine..................................................................................... 19 

3.2. Les nucléoles .............................................................................................. 19 

3.2.1. Les NORs et les gènes ribosomaux .............................................. 19 

4. Quantité d’ADN .......................................................................................... 20 

5. Le pollen : taille, morphologie et types aperturaux ..................................... 21 

CHAPITRE II. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
1. Matériel végétal .......................................................................................... 23 

2. Méthodes ................................................................................................... 25 

 2.1. Techniques de cytogénétique classique……………………………..…….25 

2.1.1. Dénombrement chromosomique et établissement du caryotype ... 25 

2.2. Coloration au nitrate d’argent AgNO3 .......................................................27 

3. Méthodes de cytogénétique moléculaire……………………………..……….28 

3.1. Fluorochrome banding ................................................................................28 

3.2. Hybridation in Situ (FISH) ...........................................................................29 

3.3. Cytométrie en flux .......................................................................................32 



 

 

4. Etude Palynologique .................................................................................. 33 

CHAPITRE III. RÉSULTATS 

1. Dénombrement chromosomique ................................................................ 35 

2. Analyse des caryotypes ............................................................................. 35 

3. Fluorochrome banding ............................................................................... 43 

4. Nombre et distribution des ADNr (5S et 35S) ............................................ 44 

5. Activité transcriptionnelle de l’ADNr 35S .................................................... 47 

6. Taille du génome........................................................................................ 48 

7. Viabilité des grains de pollen ..................................................................... 49 

7.1. Description des grains de pollen ................................................................50 

CHAPITRE IV. DISCUSSION 
1. Dénombrement chromosomique et morphologie des caryotypes .............. 54 

2. L’ hétérochromatine GC ............................................................................. 56 

3. Cartographie de l’ADNr .............................................................................. 57 

4. Activité transcriptionnelle de l’ADNr 35S .................................................... 58 

5. Taille du génome........................................................................................ 58 

6. Viabilité du pollen et caractères palynologiques ........................................ 60 

CONCLUSION ET PERSPECTIVES………..………………………………………......63 
REFERENCES BIBLIOGRAPHIQUES..………………………………………………...65 
ANNEXES 
ARTICLE SCIENTIFIQUE 

 

 
 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Introduction 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

1 
 

INTRODUCTION 

 

De par sa position géographique, l’Algérie présente une grande richesse 

écosystèmique (zones humides, massifs montagneux, écosystèmes steppiques et 

sahariens) et bioclimatique (humide, subhumide, semi-aride, aride et désertique). 

Cette variabilité a joué un grand rôle dans la diversité: en effet 5 402 taxons, (en 

comptant les sous espèces, les variétés et les formes), sont recensés (Quézel et 

Santa, 1962) parmi lesquels on relève 168 espèces endémiques algériennes et 1 

611 espèces rares, très rares ou rarissimes (Zeraïa, 1983).  

Après des siècles fortement marqués par une activité agro-pastorale en déclin dans 

de nombreuses régions du pays, se sont les bouleversements climatiques 

(désertification, sécheresses, inondations), biologiques (invasions acridiennes) et 

surtout l’intensification de l’activité humaine (agriculture intensive, urbanisation, 

industrie, développement des infrastructures) qui constituent, directement ou 

indirectement, un danger potentiel pour la diversité végétale. Afin de protéger ce 

patrimoine, une stratégie nationale a été élaborée, portant création des aires 

protégées et protection par la loi de certaines espèces menacées ou vulnérables 

(IUCN 2001). Une réactualisation des connaissances sur la biodiversité des espèces 

algériennes basée sur une approche cytogénétique et palynologique, se révèle donc, 

d’une importance capitale afin de délimiter les espèces, de comprendre leur liens de 

parenté et leur processus évolutif. Les données recueillies pourront constituer sans 

aucun doute un apport remarquable dans l’optique de conservation et de valorisation 

du patrimoine biologique. 

Astragalus L. constitue un genre complexe à grande richesse spécifique (3 000 

espèces). Cette complexité vient de la forte différenciation morphologique et de la 

large répartition géographique du genre (Zarre et Azani, 2013). En Afrique du Nord, 

on comptabilise prés de 105 taxons (Dobignard et Chatelain, 2010-2013); en Algérie, 

le genre Astragalus est représenté par 40-45 espèces annuelles et vivaces 

appartenant à 18 sections, qui couvrent des aires géographiques très diversifiées 

comprenant les régions côtières, les hauts plateaux et les régions sahariennes 

(Quézel et Santa,1962). Certaines espèces jouent un rôle dans l’alimentation du 
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bétail (Belkassoui et al., 2007) tandis que d’autres sont toxiques, et constituent donc 

une source potentielle de composés à intérêt pharmaceutique (Abd El-Latif et al., 

2003 :Yip et Kwan, 2006) .  

Contrairement au grand nombre de données écologiques et anatomo-

morphologiques contenues dans des flores anciennes (Battandier et Trabut, 1884 ; 

Maire, 1952-1977 ; Quézel et Santa, 1962), peu d’études ont été réalisées aux 

niveaux palynologiques, génétiques et moléculaires. Les recherches cytologiques 

relatives aux astragales ont surtout concerné des taxons turcs et iraniens ; elles se 

sont concentrées essentiellement sur l'étude de mitoses somatiques visant à 

déterminer le nombre de chromosomes, leurs morphologies et parfois l'établissement 

de caryotypes (Martin et al., 2008). Celles-ci font état, pour la plupart d’un nombre de 

base x = 8 et d’une variation du nombre de chromosome allant de 2n = 16, 32, 48, 64 

(Çetin et al., 2010) jusqu’à 2n = 96 (Abdel Samad et al., 2014). Tout comme les 

travaux de cytogénétique, les travaux concernant la taille du génome sont 

insignifiants par rapport au nombre d’espèces composant ce genre : seulement 2% 

des 3 000 espèces ont été estimés (Siljak-Yakovlev et al., 2010; Temsch et al., 2010; 

Bou Dagher-Kharrat et al., 2013; Pustahija et al., 2013; Abdel Samad et al., 2014; 

Vallès et al., 2014).  

Cette étude, menée dans le laboratoire de " Génétique, Biochimie et Biotechnologies 
Végétales" (Université Constantine 1) et l’UMR CNRS 8079 "Ecologie, Systématique, 

Evolution" (Université Paris-Sud), avec le soutien nancier de l’OTAN dans le cadre 

du programme "Science for Peace and Security" (Collaborative Linkage Grant 

number 983838), se propose de caractériser quatre taxons du genre Astragalus : 

deux endémiques Nord Africaines: A. armatus subsp. tragacanthoïdes (Desf.) Maire 

et A. armatus subsp. numidicus (Coss. et Dur.) Maire section Poterion Bunge; un 

endémique saharienne, A. pseudotrigonus Batt. et Trab section Astragalus Boiss et 

un taxon à large répartition méditerranéenne, A. cruciatus Link. section Annulares 

DC. Cette caractérisation s’appuiera sur 1) l’étude de l’organisation du génome par 

une approche cytogénétique classique (coloration à l’acéto orcéine) et moléculaire 

(la coloration à la chromomycine A3, hybridation fluorescente in situ (FISH) avec 

double étiquetage 35S et 5S) ; 2) l’évaluation de la taille du génome par cytométrie 

en flux et 3) l’analyse de la viabilité et de la diversité des grains de pollen. L’approche 
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moléculaire permet d’étudier l'implication des séquences répétées et plus 

particulièrement de l'hétérochromatine, dans la structure et la différenciation des 

génomes. Ces séquences constituent un très bon marqueur de différenciation intra- 

et interspécifique. 

Au sein d’une même espèce, les caractéristiques des grains de pollen peuvent varier 

en fonction de la génétique et des conditions environnementales. Il s’agit alors d’une 

variabilité palynologique, une espèce pouvant être homogène au niveau de son 

caryotype et produire des grains de pollen de formes différentes. Si dans des 

facteurs environnementaux uniformes, les grains de pollen d’espèces proches se 

ressemblent, le niveau de ressemblance peut alors traduire leurs liens de parenté 

(Wodehouse, 1959).  

Ce travail aspire à valoriser la flore et à contribuer à sa conservation en décrivant la 

diversité, les relations de parenté intra spécifique et inter spécifique et la manière par 

laquelle les génomes s’organisent dans l’environnement respectif de chaque taxon. 

Signalons par ailleurs, que cette approche multidisciplinaire n’a jamais été abordée 

pour les taxons de ce genre. 

Le manuscrit s’organise autour de quatre chapitres:  

 

Le premier chapitre sera consacré à une synthèse bibliographique présentant l’état 

actuel des connaissances sur la biodiversité des astragales et les recherches liées à 

la cytogénétique, à la palynologie et à la diversité du genre Astragalus ainsi que 

quelques concepts scientifiques clefs de la cytogénétique et de la palynologie. 

Dans le deuxième chapitre, nous décrirons le matériel et les méthodes d’étude 

utilisés. Dans le troisième chapitre nous présenterons un bilan des résultats obtenus 

lors des différentes études cytogénétiques et palynologique. Enfin, nous terminerons 

par une discussion générale qui souligne les conclusions importantes de ce travail 

d’une part et aborde les perspectives envisageables d’autre part. 

 

Un article scientifique qui reprend une partie des résultats de la thèse, et qui a été 

publié en novembre 2014 dans la revue Turkish Journal of Botany, est présenté en 

annexe.
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1. Les Fabacées 
 
Les Fabacées sont une des plus importantes familles parmi les dicotylédones 

(Bonnier, 1905). C’est un groupe représenté par plus de 20 000 espèces 

cosmopolites des régions froides à tropicales (Gepts et al., 2005 ; Cronk et al., 

2006). La classification phylogénétique APG III (2009) divise ce groupe en 3 sous 

familles: Papilionoideae, Caesalpinioideae et Mimosoideae. 

 

La sous famille des Papilionoideae est monophylétique, cosmopolite et compte prés 

de 11 300 espèces réparties en 440 genres (Labat, 1996) et munies le plus souvent 

de nodosités racinaires (Raven et al., 2000). Leurs fleurs sont irrégulières et la 

corolle se présente sous forme de « papillon » (Baillon, 1867) avec un pétale 

supérieur (étendard) situé à l'extérieur de deux pétales latéraux (ailes) et deux 

pétales inférieurs soudés (carène) renfermant le style et des étamines soudées. Le 

fruit est une gousse formée d’un seul carpelle possédant deux zones de suture 

opposées qui, chez les espèces spontanées, s'ouvrent à maturité pour expulser les 

graines (Caratini, 1984 ; Polhill, 1994). 

 

Certaines Fabacées sont cultivées essentiellement pour leur richesse en protéines 

(33% de protéines) pour la consommation humaine (haricot, pois, fève,…) ou 

l’alimentation du bétail (soja, luzerne,…). D’autres espèces sont cultivées comme 

espèces ornementales, papetières ou encore comme source de produits chimiques 

(teintures) et pharmaceutiques.  
 
2. Le genre Astragalus L. 
 

Le genre Astragalus, qui fait partie de la famille des Fabacées, est un ensemble de 

plus de 3 000 espèces (Scherson et al., 2008) à fort taux de diversification, de 

spéciation et d’endémisme (Sanderson et Wojciechowski, 1996) et dont  l’origine 

probable est l’Eurasie, régions situées entre les montagnes du sud ouest asiatique et 

le plateau de l’Himalaya (Podlech, 1986 ; Lock et Simpson, 1991). Deux centres de 

diversification qui sont l’Eurasie et l’Amérique du Nord ont été identifiés par 

Wojciechowski et al., (1999).
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Le genre est réparti partout dans le monde avec une prédominance dans la région 

de l’Asie du sud (1 500 espèces), en Europe (500 espèces), en Amérique du Nord 

(500 espèces) et en Amérique latine, tout le long de la cordillère des Andes où on 

dénombre 150 espèces (Zarre et Azani, 2013). Dans les pays du bassin 

Méditerranéen, 500 espèces ont été décrites dont une centaine sont localisées en 

Afrique du Nord (Dobignard et Chatelain, 2010-2013). 

 
2. 1. Historique de la classification du genre Astragalus  
 

La délimitation et la subdivision du genre Astragalus sont à ce jour très confuses vu 

la ressemblance des caractères morphologiques de ce taxon, ce qui a pour 

conséquence une classification très complexe du genre (Wojciechowski et al., 1999; 

Kazempour Osaloo et al., 2005 ; Zarre et Azani, 2013).  

 

La 1ère classification a été publiée dans Institutiones rei herbariae  par Joseph Pitton 

de Tournefort (1700) qui distingue deux genres très proches : Tragacantha et 

Astragaloides. Plus tard, Linné (1753) regroupe les genres Astragalus et 

Tragacantha sous un seul genre, Astragalus, qu’il sépare d’un autre genre très 

voisin, Phaca (correspond à Astragaloides L) sur la base de la présence ou de 

l’absence d’une séparation longitudinale des gousses (Chaudhary et al., 2008). En 

1802, de Candolle scinde le genre Astragalus en deux genres distincts Astragalus et 

Oxytropis, le premier possédant une carène obtuse et une gousse biloculaire à 

suture ventrale et le deuxième possèdant une carène apiculée et une gousse 

biloculaire à suture dorsale.  

 

Par la suite, un grand nombre d'études ont été réalisées à la fois sur les astragales 

du Nouveau Monde (Torrey et Gray, 1838; Gray, 1864; Jones, 1923; Rydberg, 1929 ; 

Johnston, 1938, 1947; Barneby, 1964; Gomez-Sosa, 1979 ; 1981 ; 1982) et de 

l'Ancien Monde (Bunge ,1868 ; 1869; Boissier, 1872; Gontscharov, 1946; Podlech, 

1982). Parmi ceux-ci, on distingue les travaux de Bunge (1868) qui établit huit sous-

genres (Pogonophace, Trimeniaeus, Phaca, Hypoglottis, Calycophysa, Tragacantha, 

Cercidothrix et Calycocystis) et 105 sections. En 1983, Podlech souligne la 

ressemblance des caractères morphologiques utilisés dans la classification infra 

générique de Bunge et suggère de ramener le nombre de sous genres à trois, sur la 
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base de critères phytodermologiques (trichomes simples ou latéraux). Cependant, 

Zarre et Podlech (1997) décident, après évaluation des différences morphologiques 

et anatomiques de réintégrer ces espèces dans le genre Astragalus (Fig. 1).  

 

 
 
Figure 1. Historique de la taxonomie du genre Astragalus L. (Wojciechowski et 

al.1999). 

 

Les études se sont poursuivies plus tard au niveau des sections (Deml, 1972; 

Agerer-Kirchoff, 1976; Podlech, 1984 ; 1988 ; 1990 ; 1991 ; 1999 a, b ; 2001; 

Wenninger, 1991; Tietz et Zarre, 1994; Zarre-Mobarakeh, 2000; Podlech et Xu, 

2004 ; 2007). Le tableau 1 présente le nombre de sections, d’espèces ainsi que la 

répartition géographique du genre dans le monde. 
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Tableau 1. Historique de la classification infra-générique du genre Astragalus L. 

(Zarre et Azani, 2013). 

 

De 

Candolle 

(1802 

Bunge 

(1869) 

Boissier 

1872) 

Barneby 

(1964) 

Podlech 

(1982) 

Podlech 

et Zarre 

(2013) 

Nombre de 

sections 
18 105 91 93 - 136 

Nombre 

d’espèces 
244 964 758 368 - 2398 

Aire 

géographique 
Monde Monde 

Asie et 

Afrique 

Amérique 

du nord 
Eurasie Eurasie 

 

Compte tenu de la diversité et du grand nombre d’espèces, les caractères 

morphologiques et cytologiques ne suffisent plus pour tenter de résoudre les 

problèmes de phylogénie au sein du genre (Podlech, 1986). L’utilisation de 

marqueurs moléculaires devient indispensable (Chaudhary et al., 2008), car 

contrairement aux marqueurs traditionnels, ils ne sont pas influencés par les 

fluctuations de l’environnement et sont indépendants de l’organe analysé et du stade 

de développement de la plante (A ik et al., 2004).  

Ainsi, pour élucider définitivement les structures et les relations phylogénétiques du 

genre, plusieurs recherches ont été entreprises à l’aide d’outils moléculaires tels que 

le polymorphisme de longueur des fragments de Restriction (RFLP) , les sites de 

restriction des gènes RNA polymérase chloroplastiques Rpoc 1  et  Rpoc 2 

(Sanderson, 1991; Liston, 1992 ; Sanderson et Doyle, 1993; Wojciechowski et al., 

1993 ; 1999 ; Liston et Wheeler, 1994; Wojciechowski, 2005), les séquences internes 

de transcription des gènes ribosomaux (nrDNA ITS) (Kazempour Osaloo et al., 

2003 ; 2005 ; Kazemi et al., 2009 ; Abdel Samad et al., 2014), l'amplification aléatoire 

d'ADN polymorphe (RAPD), les séquences simples internes répétées (ISSR) et 

l’amplification directe des minisatellites (DAMD) (Luo et al., 2000; Mehrina et al., 

2005; Alexander et al., 2004; Na et al., 2004; Chaudhary et al., 2007).  

Ces recherches ont permis d’inclure le clade Astragalean  (genre Astragalus et 

genre voisin Oxytropis) à l’intérieur du groupe "THC" (temperate herbaceous group) 

des papilionoids de Polhill (1981) qui fait lui-même partie du clade IRLC (Inverted 

Repetition Lacking Clade). Ces recherches ont également abouti à la confirmation de 
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la monophylie des espèces aneuploïdes américaines et à leur indépendance par 

rapport aux espèces aneuploïdes eurasiennes (Fig. 2) ; elles ont démontré 

l’intégration de nouveaux allèles qui ont permis aux écotypes américains de 

s’adapter à l’environnement, contribuant ainsi à l’évolution du genre (Wojciechowski, 

2005). 

 

 
 
Figure 2. Cladogramme des relations phylogénétiques du groupe IRLC 

(Wojciechowski, 2005). 
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2. 2. Corrélation entre la répartition géographique et le nombre de base x  

 

Une très forte corrélation entre la répartition géographique et le nombre de 

chromosomes à été révélée par Spellenberg (1976). Il divise les astragales en : 

 

- espèces eurasiennes (Ancien Monde) 
La majorité de ces espèces possède un nombre de base x = 8 (Ledingham, 1960). 

Un petit nombre possède un nombre de base x= 5 ou x= 6 (Maassoumi, 1987; 

Malallah et al., 2001; Badr et Sharawy, 2007). La grande fréquence d’espèces à x = 

8, a conduit Badr et al., (1996) à conclure que x = 8 est le nombre de base primaire 

et que les espèces à x = 5 et x= 6 sont issues d’une disploïdie descendante. 

 
- espèces américaines (Nouveau Monde) 

Le nombre de base fluctue entre x = 11, 12, 13, 14, ou 15 (Ledingham, 1960 ; 

Ledingham et Rever, 1963), si bien que Ledingham (1960) suggéra un nouveau 

genre pour ces espèces.  

 

Polhill (1981) confirmera plus tard ces résultats et déduira que les astragales 

auraient irradiés depuis l’Asie vers l’ensemble du pourtour méditerranéen, puis vers 

les continents Nord et Sud Américain à la faveur de leurs grandes capacités 

adaptatives aux conditions climatiques extrêmes (climats froid et aride) et édaphique 

(sol rocailleux et sol sablonneux).  
 

2. 3. Systématique du genre Astragalus L. 
 

Le chemin menant au genre Astragalus est le suivant (Lock et Schrire 2005) :  

Régne :   Plantae 

Sous-règne : Tracheobionta 

Division : Magnoliophyta 
Classe : Magnoliopsida 
Sous classe : Rosidae  

Ordre : Fabales 
Famille : Fabaceae 

Sous famille : Papilionoideae 
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Tribu : Galegeae 

Sous tribu : Astragalinae 
Genre : Astragalus L 

 
2. 4. Description botanique du genre Astragalus L.  
 
Selon la flore de Quézel et Santa (1962), les astragales sont des plantes herbacées 

annuelles ou vivaces à feuilles composées imparipennées généralement stipulées à 

plus de 3 folioles. Les fleurs sont hermaphrodites à périanthe double. Le Calice est 

caduque ou persistant, tubuleux en cloche, à 5 sépales subégales ou inégales. La 

corolle est papilionacée dont les pétales sont généralement onguiculées. L’étendard 

est dressé, la carène égalant souvent les ailes, Les étamines sont au nombre de 10, 

à filets diadelphes soudés en un tube staminal fendu, contenant au sommet un 

ovaire pluriovulé à ovules sur 2 rangs. Le fruit est une gousse de forme variée, le 

plus souvent sec, pluriloculaire à 2 loges plus ou moins complètes par introflexion de 

l'une des sutures, déhiscente ou indéhiscente.  

 

2. 5. Le genre Astragalus en Algérie 
 

Le genre Astragalus est assez bien représenté en Algérie (Quézel et Santa, 1962). 

En effet, la flore algérienne comporte 40 espèces d’astragales (45 taxons en 

comptant les sous espèces). Ces espèces se divisent en espèces annuelles et 

vivaces qui colonisent plusieurs types d’habitat et appartiennent à différentes aires 

de répartition (Tab 2). Parmi ces espèces, 4 taxons ont fait l’objet de cette étude et 

sont décrits dans le tableau 3 et la figure 3 (Quézel et Santa, 1962). 
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Tableau 2. Espèces du genre Astragalus L. en Algérie décrites par Quézel et Santa (1962). 

Section* Espèces 
 (2n) ** Type 

de 
plante 

Chorologie Habitat 

Annulares DC 

A. cruciatus Link.*** 16 A Méd.- Sah. Pâturages, clairières, rocailles arides 

A. mauritanicus Coss. et Dur. 28 A Bét.- Rif. Pâturages rocailleux 

A. geniorum Maire 16 A End. Lit des oueds désertiques 

A. corrugatus Bertol. 32 A Sah.- Sind. Pâturages désertiques 

A. gyzensis Del. 48 A Sah.- Sind. Pâturages sablonneux 

A. eremophilus Boiss. 16 A Sah.- Sind. Lit des oueds sahariens 

A. mareoticus Del. 28 A Sah.- Can. Steppes, Oueds sahariens 

Sesamei DC 

A. gryphus Coss. et Dur. 16 A End. W.N.A. Pâturages arides 

A. scorpioides Pourret 48 A Ibéro.- Maur Broussailles, pâturages 

A. sesameus L. 16 A W. Méd. Pâturages, forêts claires 

A. stella Gouan 16 A Méd. Pâturages 

A. geniculatus Desf. 16 A Ibéro-Maur Pâturages, forêts 

A. sinaicus Boiss. 16 A Méd.-Iran-Tour Pâturages arides 

A. tribuloides Del. 16 A Sah. Pâturages désertiques 
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Astragalus Boiss A. pseudotrigonus Batt. et 

Trab.*** 
16 A End.- Sah. Pâturages sablonneux désertiques 

A. gombo Coss. et Dur. 16 A End. N. Sah. Pâturages sablonneux désertiques  

A. gomboeformis Pomel 16 A End. N. Sah. Pâturages sablonneux désertiques 

A. akkensis Coss. N/A A End. Sah. Rocailles désertiques 

A. Faurei Maire N/A V End. Traras  Rocailles 

Buceras DC 
A. edulis Coss. et Dur. 14, 28 A Bet.- Mar. Pâturages 

A. hamosus L. 
32, 24, 40, 44, 

46, 48 
A Méd. Pâturages, forêts Claires 

Drepanodes Bge 
A. falciformis Desf. 16 V End. E.N.A. Pâturages 

A. Reinii Ball. N/A V 
End. G Atlas- 

Ouar 
Broussailles 

Hypoglottidei DC 
A. glaux L. 16 V W. Méd. Forêts claires. Broussailles 

A. bourgeanus Coss. N/A V Ibéro- Mar. Pâturages 

Incani DC 
A. incanus L. 16 V W. Méd. Pâturages arides 

A. monspessulanus L. 16 V Méd.- Eur. Forêts claires, pâturages 

Platyglottis Bge 
A. Font-queri Maire et 

Sennen 
N/A V End. E.Mar. Pâturages arides 

A. peregrinus Vahl. 16 A E. Méd. Steppes 

Alopecuroidei DC A. Narbonensis Gouan 16 V W. Méd. Forêts claires, steppes 

Caprini DC A. caprinus L. 16 V Méd. Broussailles, pâturages 
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Cyamodes Bge A. baeticus L. 30 A Méd. Forêts claires 

Epiglottis Bge A. epiglottis L. 16 A Méd. Broussailles, pâturages 

Herpocaulos Bge A. Vogelii (Webb.) Borm. N/A A Paléo-trop. Sah. Pâturages désertiques 

Onobrychoidei DC A. Onobrychis L. 16, 32, 64 V Eur.- Iran-Tour. Rocailles arides 

Ornithopodium Bge A. tenuifoliosus Maire N/A V Ibéro- Maur. Pâturages arides 

Pentaglottis Bge A. echinatus Murr. 28 A Méd. Broussailles, terrains argileux 

Poterion Bge A. armatus Willd*** 16 A End. N.A. Pâturages arides 

Tapinodes Bge A. depressus L. 16 V Oro- Méd. Rochers des hautes montagnes 

Incertain A. lusitanicus Lamk 16 V Méd. Forêts claires, broussailles 

 

A : annuelle, V : vivace, N.A. : Nord-Africain, Ibéro-Maur. : Ibéro-Maurétanien, Ibéro-Mar. : lbéro-Marocain, Mar. : Marocain, Bét-

Rif.: Bético-Rifain, Méd. : Méditerranéen, Sah. : Saharien, Sah-Sind. : Sahara –Sindien, Afr. : Africain, End. : Endémique, Trop. : 

Tropical, Paléo-trop. : Paléo-tropical, Irano-Tour. : Irano-Touranien, Oro. : Montagnard, Eur. : Européen, Can. : Canarien, N.: Nord; 

S. : Sud; E. : Est; W.: Ouest. 

* D’après Podlech (1987) et réactualisé en Décembre 2011. 

** Le nombre de chromosomes est compilé à partir des différents rapports fournis par l’International organisation of Plant 

Biosystematists. 

*** Taxons sujet de notre étude 

N/A : Non répertorié.  
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Figure 3. a, b, c : Astragalus armatus subsp tragacanthoïdes; d, e, f : A. armatus 

subsp numidicus; g, h, i : A. cruciatus; j, k, l : A. pseudotrigonus. Photos K. Baziz.
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 Tableau 3. Caractères morphologiques des taxons étudiés. 

Espèces  Synonymes Feuilles Inflorescences Fruit 

Astragalus armatus subsp. 

tragacanthoïdes(Desf.) 

Maire 

(Nom invalide)  

- A. fontanesii subsp 

tragacanthoïdes (Desf.) Maire 

- A. armatus Wild susbp. 
armatus  
- Acanthyllis tragacanthoïdes 

(Desf.) Pomel 

- Anthyllis 

tragacanthoïdesDesf. 

 

5- 8 paires de folioles 

hispides, rachis 

devenant épineux 

Grappe dense à 

fleur blanc rosé 
Vésicule 

papyracée 

Astragalus armatus 
subsp. numidicus (Coss. 

et Dur.) Maire 

- A. fontanesii subsp. 

numidicus (Coss. et Durieu ex 

Murb.) Maire 

- A. numidicus Coss. et Durieu 

ex Murb. 

- Acanthyllis numidica (Coss. 

et Dur) Pomel 

- Anthyllis numidica Coss. et 

Dur. 

 

3- 5 paires de folioles 

glabres en dessus, 

rachis devenant épineux 

Grappe dense à 

fleur blanc rosé 

Vésicule 

papyracée 
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Astragalus cruciatus 
Link. 

A. corrugatus Bertol. 
4-6 paires de folioles 

poilues  

Grappe 

capituliforme, fleur 

jaune, violet pâle 

Gousse cruciforme 

à extrémité 

pointue. 

Astragalus pseudotrigonus 

Batt. et Trab. (Nom 

invalide) 

A. trigonus DC. 

 4-6 paires de folioles 

dessus glabre, dessous 

poilu argenté. Le rachis 

de la feuille devenant 

épineux 

Grappe Jaune à 

l’aisselle des 

feuilles 

Gousse poilue (2,5 

cm), effilée en 

rostre, glabre 

 
Les noms écrits en gras sont les noms validés par Dobignard et Chatelain (2010- 2013).
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2. 6. Importance économique et usages traditionnels 
 

Du point de vue économique et industriel, certaines espèces (A. gummifer Labill., A. 

microcephalus Willd, A. strobiliferus Royle ex Benth.) sont utilisées comme source de 

gomme adragante, substance largement utilisée dans l'industrie pharmaceutique et 

dans la production de divers produits alimentaires comme les crèmes glacées, les 

lotions, les spiritueux et les gommes à mâcher (Gentry, 1957 ; Zarre-Mobarakeh, 

2000).  

 

En médecine traditionnelle, les plantes sont utilisées depuis des millénaires par les 

Hindous et les Chinois (Chaudhary et al., 2008). En Inde, la pâte de feuilles est 

utilisée pour réduire le taux de sucre dans le sang (Anonyme, 1985), alors que les 

racines sont mâchées par les femmes pour stimuler la lactation. D’autres études 

bibliographiques ont confirmé qu’A. malacophyllus Benth. ex Bunge présente des 

activités antituberculeuses, antitussives et de purification du sang (Verbeken et al., 

2003). En Chine, les racines d'astragales sont utilisées comme tonique, pour le 

traitement du diabète et des néphrites (Chaudhary et al., 2008). Elles sont également 

utilisées pour la régénération des tissus, la cicatrisation des plaies et la fabrication de 

médicaments visant à renforcer le système immunitaire après les traitements anti 

cancéreux (Gao et al., 2001 ; Duan et Wang, 2002 ; McCulloch et al., 2006 ; Tin et 

al., 2007). 

 

Outre ces valeurs médicinales, un grand nombre d'astragales est utilisé pour 

l’alimentation du bétail à l’exemple d’Astragalus nuttalianus Speg., Astragalus cicer L. 

(Belkassoui, 2007). D’autres espèces sont toxiques pour certains animaux d'élevage 

(bovins et ovins) et de la faune sauvage (James et Van Kampen, 1974 ; Majak et 

Cheng, 1983; El Hamidi et Leipold, 1989). Ces dernières sont classées en trois 

catégories selon la nature du principe toxique qu'elles renferment (James et Shupe 

,1986): 

- Les espèces accumulatrices de Sélénium (James et al., 1983). 

- Les espèces productrices de produits nitrés (Ebrahimzadeh et al., 1999 ; Niknam, 

2002). 

- Les espèces renfermant des alcaloïdes indolizidiques (James et al., 1980 ; Cronin 

et al., 1981). 
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3. Notions de Cytogénétique 
 
3. 1. L’hétérochromatine 
 
Sur la base d’observations cytologiques faites en utilisant des colorants spécifiques, 

Heitz (1928) distingua deux types de chromatine : l’euchromatine, modérément 

colorée, représente la portion du génome génétiquement active et correspond à la 

phase décondensée durant l’interphase. L’hétérochromatine, plus colorée, pauvre en 

gènes, correspond, quant à elle, à la portion du génome qui ne se décondense pas 

au cours du cycle cellulaire. Cette portion est majoritairement composée de 

séquences répétées de nature et de complexité variables. Le compartiment 

hétérochromatinien est divisé en deux sous-types : l’hétérochromatine facultative et 

l’hétérochromatine constitutive (Dorkeld, 1994 ; Harry, 2001; Anthony et al., 2002). 
 
- L’hétérochromatine facultative 
 

L’hétérochromatine facultative est définie comme étant des régions géniques 

silencieuses du point de vue transcriptionnelle qui présente une structure 

chromatinienne compactée (Trojer et Reinberg, 2007).      Son « état 

hétérochromatinien» est réversible, et elle garde la faculté de s’interconvertir en 

euchromatine (Zhimulev et Belyaeva, 2003). Cette réversibilité dépend de la position 

de l’hétérochromatine vis-à-vis de la périphérie nucléaire, du stade de 

développement cellulaire et de l’expression génique mono-allélique (Trojer et 

Reinberg, 2007). 
 
- L’hétérochromatine constitutive  

 

C’est une région qui reste compactée tout au long du cycle cellulaire, quelque soit le 

stade du développement cellulaire et est donc très peu accessible aux facteurs de 

transcription. L’hétérochromatine constitutive est formée principalement de 

séquences d’ADN courtes et répétées en tandem (Sat), d’éléments géniques mobiles 

(Transposons), et est pauvre en gènes. Ces séquences sont retrouvées 

principalement autour des régions centromériques, paracentromériques et 

télomériques (Grewal et Elgin, 2002; Grewal et Moazed, 2003) ou intercalaires 
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(Siljak-Yakovlev et Cartier, 1986). Selon Wallrath (1998), elles assurent la stabilité du 

génome et sont essentielles pour la ségrégation des chromosomes. Elles semblent 

également jouer un rôle dans la sénescence cellulaire (Gaubatz et Cutler, 1990; 

Rudert, et al., 1995).  

Lors d’un examen microscopique, la détection des régions hétérochromatiques est 

facile. Le C-banding révèle la présence d’hétérochromatine constitutive (Coming, 

1978), le DAPI celle de l’hétérochromatine riche en AT (Williamson et Fennel, 1975) 

et la Chromomycine celle de l’hétérochromatine riche en GC (Schweizer, 1976). La 

comparaison entre espèces sur la base des différents types de bandes permet la 

détection des remaniements chromosomiques au cours du processus de spéciation 

au sein d’un complexe d’espèces (Godelle et al., 1993). 

 
3. 2. Les nucléoles  
 

Les nucléoles sont des structures fibrillaires sphériques et denses du noyau 

interphasique et prophasique, associées aux chromosomes (Kiss et Darzacq, 2001). 

Le nucléole contient les gènes codant l’ARN ribosomique (ARNr) ainsi que des 

particules contenant les ARNr 18S et 28S à différents stades de maturation et 

d’assemblage avec les protéines ribosomiques, ce qui en fait le centre de synthèse 

des ARNr et d’assemblage des sous-unités ribosomiques (Hadjiolov, 1985; 

Hernandez et al., 2004 ; Raska et al., 2004). 

La fonction principale de la région nucléolaire est la synthèse de différents types 

d’ARNr et le traitement des pré-ribosomes. Cependant, d'autres fonctions peuvent 

être attribuées au nucléole, comme l'inhibition de l'appariement des chromosomes 

homologues et la formation du complexe synaptonémal (John, 1990). 

 
3. 2. 1. Les NORs et les gènes ribosomaux 
 

Ce sont des segments spécifiques chromosomiques associés au nucléole qui 

correspondent à un groupe de gènes ADN ribosomiques 35S codant l’ARN 

ribosomique (Schwarzacher et Wachtler, 1983 ; Heslop-Harrison, 1991 ; Hernandez-

Verdun, 2004) et à des protéines ribosomiques (Sirri et al., 2000 ; Hernandez-

Verdun, 2004). Ces gènes sont séparés par des espaceurs transcrits interne et 

externe. Les premiers sont des unités riches en séquences répétées en tandem GC, 



20 
 

ce qui explique pourquoi les NORs sont généralement marqués quand ils sont 

soumis à une coloration au fluorochrome Chromomycine A3 (Torres et al., 1990; 

King, 1991 ; Sumner, 1994). Les NORs sont repérés avec la coloration au nitrate 

d’argent (Jiménez et al., 1988; Derenzinni, 2000), la précipitation d’argent sur le site 

Nucleolar Organizer Regions (NORs) étant liée à l’activité transcriptionelle (Hubel, 

1985). 

 

Associés à L’ADNr 5S (extra- nucléolaire), les gènes ADNr 35S contribuent à la 

fabrication des ribosomes (Hernandez-Verdun, 2004). Les unités codantes des deux 

familles sont hautement conservées dans tout le règne végétal et sont soit séparées, 

soit portées par le même chromosome, soit encore situées côte à côte ou 

colocalisées (Siljak-Yakovlev, 2003). Le nombre et la position des gènes ADNr étant 

constants dans une espèce, ils peuvent varier entre les espèces, ce qui fait qu’ils 

représentent un marqueur cytogénétique important pour l’étude de l’évolution 

chromosomique. 

 
4. Quantité d’ADN 
 

L’estimation de la quantité d’ADN nucléaire, par cytométrie en flux est une des 

applications les plus fréquemment utilisées dans la systématique des plantes (Suda, 

2004). Cette taille donne une estimation du niveau de ploïdie probable d’un individu, 

en comparaison avec la taille du génome d’une plante référence de ploïdie connue 

(Kamaté et al., 2001). Cette estimation, en combinaison avec le comptage des 

chromosomes, fournit des informations précises sur la compréhension des 

mécanismes évolutifs qui surviennent dans des populations d’une même espèce ou 

entre plusieurs espèces (Ramirez-Morillo et Brown, 2001 ; Dart et al., 2004; 

Obermayer et Greilhuber, 2006). 

 

Les angiospermes présentent une très importante variabilité de la taille de génome, 

allant de 0,1 pg chez Fragaria viridis à 127,4 pg chez Fritillaria assyriaca (Leitch et 

al., 1998 ; Soltis et al., 2003 ; Leitch et al., 2005). Malgré cette grande variation, la 

plupart des angiospermes ont « de petites valeurs » de 2C, comprises entre 0,2-7 pg 

selon la classification établis par Leitch et al. (1998).  
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En dépit du très grand nombre d’espèces qui composent les astragales, quelques 

espèces seulement ont fait l’objet d’études pour la détermination de l’ADN nucléaire. 

La quantité d’ADN nucléaire a été évaluée pour 38 espèces (Siljak-Yakovlev et al., 

2010 ; Temsch et al., 2010 ; Bou Dagher-Kharrat et al., 2013 ; Abdel Samad et al., 

2014). Les valeurs obtenues pour les quantités d’ADN chez les espèces diploïdes 

varient de 0.92 pg/2C chez Astragalus epiglottis à 4.79 pg/2C chez Astragalus 

cedreti alors que la taille du génome d’Astragalus oleaefolius, espèce dodécaploïde 

(2n = 12x = 96 chromosomes) est la plus grande, jusqu’ici publiée, chez ce genre (2n 

=13.25 pg/2C).  
 
5. Le pollen : taille, morphologie et types aperturaux 
 
L'étude du pollen est particulièrement intéressante, dans le sens où les caractères 

morphologiques des grains de pollen sont spécifiques de chaque taxon (Donadieu, 

1982 ; Diot, 2000). Wodehouse (1928) indique que dans certaines familles, les grains 

de pollen de toutes les espèces sont très semblables (Poacées, Brassicacées) alors 

que dans d’autres familles, le pollen est plus diversifié (Astéracées, Fabacées). Pons 

(1958) considère que l’étude de la morphologie pollinique est «un bon secours pour 

tester et analyser l'espèce, unité fondamentale de la systématique» et permettre 

ainsi la compréhension de la phylogénie des espèces. 

  

Le grain de pollen est composé de deux à trois cellules protégées par une double 

enveloppe protectrice, l’intine et l’exine (Erdtman, 1966 ; Edlund et al., 2004). L’exine 

comporte des apertures qui correspondent à une région plus fine que le reste de la 

paroi (Erdtman, 1947). Le rôle le plus souvent cité dans la littérature pour les 

apertures est qu’ils servent de site de germination du tube pollinique et de porte 

d’entrée pour l’eau ou d’autres substances (Wodehouse, 1935 ; Furness et Rudall 

1999; 2004). L'aperture se présente soit sous forme allongée (sillon) soit sous forme 

arrondie (pore), et de ce fait, définit le type apertural (Erdtman, 1947).  

 

Ce sont particulièrement l’architecture extrêmement variée de l’exine, ainsi que le 

nombre et le type d’apertures, qui constituent les principales caractéristiques 

permettant de déterminer, avec plus ou moins de précision, la position systématique 



22 
 

du grain de pollen (Moore, 1978; Punt et al. 1994 ; Duluqo et Tulon, 1998 ; Furness 

et Rudall, 2004 ; Milne, 2005).  

 

En tant que caractère morphologique fiable et facilement identifiable, la morphologie 

du grain de pollen, et en particulier le type apertural, a été beaucoup étudiée chez les 

astragales. Les grains de pollen sont assez diversifiés. Ils sont formés de grains 

libres (monade), de taille variable, généralement tricolporés ou zonotricolporés. 

L’exine est généralement microreticulée, réticulée, perforée et psilée au niveau 

polaire (Perveen et Qaiser, 1998 ; Akan et al., 2005 ; Dane et al., 2007 ; Ekici et al., 

2008 ; Al Ghamadi et al., 2013 ; Dinç et al. 2013).  

 
 
 
 
 



 

 
 

CHAPITRE II  
MATÉRIEL ET  
 MÉTHODES 
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1. Matériel végétal 
 

Le matériel d'étude est constitué de graines de 8 populations représentant 4 taxons. 

Chaque population est constituée d’un minimum de 10 individus. Ces populations qui 

proviennent de milieux différents (Fig. 5 et Tab. 4) ont été récoltées et identifiées par 

K. Baziz et identifiées sur la base de la flore de Quézel et Santa (1962) au sein du 

laboratoire de Génétique, Biochimie et Biotechnologies Végétales (GBBV).  

 

 
 
Figure 4. Localisation des sites de prélèvement. 
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Tableau 4. Données écologiques des populations étudiées 

 

Taxon Section Lieu de 
récolte 

Latitude/ 
Longitude 

Altitude 
(m) 

Pluviométrie 
(mm) 

Étage 
Bioclimatique 

Date de 
récolte 

A. armatus subsp 

tragacanthoides 
Poterion Bunge 

El Kantara 35° 32’ 57’’ N  

06° 04’ 74’’ E 

1150 600-300 Semi Aride Fév. 2006 

Tamarin 35° 51’ 54’’ N 

06° 29’ 38’’ E 

800 600-300 Semi Aride Fév. 2006 

Oum Tiour 35° 18’ 10’’ N  

05° 48’ 49’’ E 

730 600-300 Semi Aride Juin 2006 

A. armatus subsp 

numidicus 
Poterion Bunge 

Oued Hamla 35° 19’ 22’’ N  

05° 50’ 22’’ E 

838 600-300 Semi Aride Juin 2006 

Sbakh 34° 13’ 56’’ N  

05° 40’ 15’’ E 

85 600-300 Semi Aride Juin 2006 

A. cruciatus Annulares DC 

El Robah 33° 17’ 15’’ N  

06° 55’ 01’’ E 

90 100 Saharien Juin 2009 

El Oued 33° 41’ 55’’ N  

06° 41’ 08’’ E 

30 100 Saharien Juin 2009 

A. pseudotrigonus Astragalus Boiss Tamanrasset 
23° 41’ 20’’ N  

05° 12’ 09’’ E 

980 100 Saharien Juil. 2009 
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2. Méthodes 
 
2. 1. Techniques de cytogénétique classique 
 
2. 1. 1. Dénombrement chromosomique et établissement du caryotype 

Le dénombrement chromosomique et l’établissement des caryotypes se font sur la 

base de mitoses racinaires obtenues selon le protocole suivant : 

 

- Scarification des graines 

Une incision est pratiquée du coté opposé à l’embryon soit par une lame de rasoir, 

soit par du papier verre. 

 
- Stérilisation  

Les graines sont stérilisées dans un mélange d'eau de javel (12°) et d'eau distillée 

(1:1) pendant 10 minutes suivi d’un rinçage à l’eau distillée. 

 
- Mise en germination 

Les graines scarifiées sont mises à germer dans des boites de Pétri, tapissées de 

papier Whatman et imbibés d’eau distillée à 24°C. La germination est obtenue après 

un délai de 2 à 6 jours selon les espèces. Nous signalerons ici que le taux de 

germination n’a pas été très élevé à cause de l’apparition de parasites sur les 

graines. A cet effet, il nous a fallu prés de 500 graines/ espèces pour obtenir un 

nombre suffisant de racines.  

 
- Prétraitement 
Les racines en croissance active sont excisées après avoir atteint une taille de 0.5 à 

1 cm et collectées dans la solution à 0.002 M de 8-Hydroxy-Quinoleine pendant 3h 

16°C. Cette étape permet le blocage de l'activité du fuseau mitotique et une 

contraction optimale des chromosomes (Yakar, 1952). 

 
- Fixation 

Les racines sont plongées dans la solution Carnoy I, un mélange d’éthanol absolu et 

d’acide acétique pur (3 :1) durant 48 h à 4°C. Cette étape sert à détruire toute vie 
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cellulaire et permet ainsi le blocage des divisions cellulaires. Pour le stockage, les 

racines fixées sont transférées dans l’éthanol à 70% à 04°C. 

 
- Hydrolyse 

Cette étape qui a pour but la destruction de la paroi cellulosique est effectuée en 

trempant les racines dans une solution 1N HCl à 60 °C pendant 8 minutes (Schreiber 

1951; Ganesan et al., 1958). 

 
- Coloration 

Pour l’observation, les apex racinaires hydrolysés sont colorés avec une solution 

d’acéto orcéine durant 10 à 20 minutes. Ce colorant se fixe sur les groupements 

aldéhydiques libérés lors de l’hydrolyse pour donner une coloration rouge aux 

chromosomes. 

 

- Montage des lames 

Après coloration, les apex colorés sont découpés et déposés dans une goutte de 

carmin acétique sur la lame. La préparation est recouverte avec une lamelle et 

écrasée soigneusement afin d’assurer une bonne dispersion des chromosomes. Les 

préparations sont montées ensuite au DPX. 

 
- Observation et photographie  

L’observation et la photographie des plaques métaphasiques se font à l’aide d’un 

microscope ZEISS Axio scope 2 sur lequel est montée une caméra Sony Color 

Video, model MC 3255 et d’un logiciel Axiovision 2.0.5. 

 
- dénombrement chromosomique et établissement du caryotype  

Le caryotype est établi à partir de photographies de 5 plaques métaphasiques 

provenant de plusieurs individus. Les plaques sont rigoureusement sélectionnées 

afin d’éviter les erreurs possibles dues aux différents degrés de spiralisation des 

chromosomes. La différence de longueur des chromosomes ne doit pas dépasser 

d’une lame à une autre, le seuil de 10 % (Bentzer et al., 1971). Les chromosomes 

sont ensuite dénombrés, mesurés, appariés et alignés de la plus grande paire à la 

plus petite (Levan et al., 1964).  
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Les idiogrammes sont construits d’après les mesures suivantes : 

- Longueurs des bras courts (BC) et des bras longs (BL)  

- Longueur totale de chaque chromosome LT = BC + BL 

- Valeur moyenne des rapports bras longs / bras courts R = BL / BC  

- Indice centromérique pour chaque paire chromosomique Ic % = (BC / BL) x 100  

- Indice d'asymétrie du caryotype Ias = (  BL x 100) / LT  

Toutes les mesures sont résumées dans le tableau 5. 
 
Tableau 5. Nomenclature chromosomique proposée par Levan et al. (1964) 

Position du 
centromère D R Ic Type 

chromosomique 
Position 
médiane 00.0 1.0 50.0 M 

Région 
médiane 00.0-02.5 1.0-1.7 50.0-37.5 m 

Région 
submédiane 02.5-05.0 1.7-3.0 37.5-25.0 sm 

Région 
subterminale 05.0-07.0 3.0-7.0 25.0-12.5 st 

Région 
terminale 07.0-10.0 7.0-  12.5-00.0 t 

Position 
terminale 10.0  00.0 T 

 

D : bras long (BL) – bras court (BC) ; R : bras long (BL)/ bras court (BC) Ic : 

indice centromèrique (bras court/ longueur total du chromosome)  M : 

métacentrique ; m : métacentrique senso largo, sm : Submétacentrique, st : 

subtélocentrique, t : acrocentrique, T : télocentrique. 

 
2. 2. Coloration au nitrate d’argent AgNO 3 
 
Cette technique, proposée par Howell et Black (1980), permet de mettre en évidence 

le nombre de nucléoles et par conséquence d’évaluer l’activité des NORs. Les 

racines sont dans un premier temps rincées plusieurs fois jusqu'à élimination totale 

du fixateur. Elles sont, ensuite plongées dans une solution de nitrate d’argent à 15 % 

et à pH 5.5 à une température de 60 °C pendant 16 h, puis transférées dans une 

solution de révélation contenant de l’hydroquinone à 1% et du formaldéhyde à 10% 
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pendant 5 mn en agitation douce. Pour chaque population, le nombre de nucléoles 

est déterminé dans 6 individus à raison de 50 cellules/ individus. 

3. Méthodes de cytogénétique moléculaire 
 
- Préparation des protoplastes 

Le prélèvement, le prétraitement, la fixation et la conservation des méristèmes 

racinaires s’effectuent de la même façon que pour les comptages chromosomiques. 

La technique qui consiste à obtenir des préparations cellulaires sans parois 

pectocellulosiques, développée par Geber et Schweizer (1987), est légèrement 

modifiée. 

 

Les racines sont rincées dans un tampon citrate 0.01 M à pH 4.6 pendant 20 min. 

Elles sont ensuite transférées dans un verre de montre contenant une solution 

enzymatique composée de 3% de cellulase R10 (Yakult Honsha Corporation, Tokyo, 

Japan), 1% de pectolyase Y23 (Seishin Corporation, Tokyo, Japan), et 4%  

d’hémicellulase (Sigma Chemical, Saint-Quentin Fallavier, France). Le verre de 

montre est placé dans une boite de Pétri contenant du papier absorbant imbibé d'eau 

puis mis dans une étuve à 37 °C. La durée de digestion varie d’une espèce à l’autre : 

elle ne doit être ni trop courte, ce qui induirait la constitution d’un voile sur les 

chromosomes qui empêche la fixation des sondes d’ADN, ni trop longue, ce qui 

conduirait à la dégradation des chromosomes. Les racines sont lavées dans le 

tampon citrate pendant 10 min puis dilacérées sur une lame dans une goutte d’acide 

acétique à 45% et enfin, recouvertes par une lamelle pour l’observation des 

chromosomes. 

 
3 .1. Fluorochrome banding (marquage des bases GC par la Chromomycine A3) 

 

La détection des régions d’ADN riche en bandes GC est faite sur les protoplastes en 

utilisant la Chromomycine A3 (CMA, Sigma, Allemagne) selon la méthode de 

Schweizer (1976), modifiée par Siljak-Yakovlev et al., (2002). La préparation est 

réhydratée pendant 15 min, en déposant plusieurs gouttes de tampon McILvaine à 

pH 7 contenant du MgSO4. Les lames sont ensuite légèrement secouées afin de les 

débarrasser de l’excédent de tampon. Un dépôt d’une goutte de chromomycine A3 
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est effectué sur la préparation, puis laissée durant 1h à l’obscurité. Les lames sont 

ensuite rincées avec le tampon McILvaine à pH 7, sans MgSO4 puis contre colorées 

avec le vert de méthyle à 0.01 % pendant 7 min. Enfin, les lames sont rapidement 

rincées avec le tampon McILvaine à pH 5.5 puis drainées et ensuite montées dans 

une goutte de Citifluor AF1 (Agar Scientific, Stansted Essex, Grande-Bretagne). 

L’observation se fait au microscope à épifluorescence avec un filtre à une longueur 

d’onde d’excitation de 450 nm et d’émission de 560nm. 

 

3 .2. Hybridation in situ (FISH)  

 

L’hybridation in situ est fondée sur la propriété de réassociation spécifique d’une 

sonde dénaturée (ADN simple brin marqué) en solution avec une préparation 

chromosomique dénaturée grâce à la complémentarité des bases nucléotidiques. 

Les hybrides sonde-préparation sont ensuite révélés par immunodétection et enfin 

l'observation s’effectue par microscope à épifluorescence.  

 
- Les sondes 

Pour l’observation des sites de gènes ribosomaux 5S et 35S, une double hybridation 

in situ est faite selon Heslop-Harrison et al. (1991) avec de légères modifications. 

Les sondes utilisées lors de l’hybridation sont : 

 

- Le pTa71 (Gerlach et Bedbrook, 1979), utilisée pour la détection du gène 

ribosomique 35S, est un clone de 4 Kb obtenu à partir d’un fragment EcoR1 incluant 

les séquences ADNr 35S d’Arabidopsis thaliana (L.) Heynh. Cette sonde est 

marquée avec le fluorochrome Cy3 (Amersham, Courtaboeuf, France) par nick 

translation.  

- Le pTa794 (Gerlach et Dyer, 1980), utilisée pour la localisation de l’ADNr 5S, est un 

fragment de 410 pb de BamHI incluant des séquences d’ADNr 5S de Triticum 

vulgare Vill. marqué à la digoxigenin-11-dUTP (Roche Diagnostics, Maylan, France) 

après amplification par PCR utilisant des amorces universelles M13.  
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- Prétraitement des préparations chromosomiques  

 

Lors de cette étape, les lames subissent une déshydratation dans une série de bains 

d’alcool à 70%, 90% et 100% pendant 5 min chacun, puis sont asséchées. Elles sont 

ensuite traitées avec une solution enzymatique avec RNase (100 g/mL dans 

2xSSC) pendant 1 h à 37 °C dans une chambre humide. Cette étape permet la 

prévention de l’hybridation entre l’ADN et l’ARN cytoplasmique et l’éclaircissement 

du cytoplasme. Les lames sont rincées dans une solution 2xSSC pendant 3 fois 5 

min à température ambiante, puis replongées dans une solution enzymatique de 

Pepsine (70 l, 0.1mg/mL dans HCl 0.01 N) pendant 30 min à 37 °C. Les lames sont 

ensuite lavées 2 fois 5 min dans une solution 2X SSC, puis déshydratées par lavage 

dans une série de solution d’éthanol glacial (-20 °C) à 70, 90 et 100% pendant 3 min 

chacun. Les lames sont mises à sécher en position verticale pendant 1 h. 

 
- Préparation de la mixture de la sonde  
Parallèlement au prétraitement des lames, les mixtures de sondes sont préparées 

dans les quantités suivantes: 

 

Elements Volume de prise (µL) 

Formamide à 50% 25 µL par lame 

Dextran sulfate 10% 10 µL par lame  

SDS à 10% 3 µL par lame 

Sperme de saumon 250µl/mg 1.5 µL par lame 

20×SSC 5 µL par lame 

Sonde 35S 20 à 30 µg par lame  

Sonde 5S 20 à 30 µg par lame  

H2O pure Compléter jusqu'à 50 µL de mixture 

 

- Dénaturation de la mixture et hybridation 

La mixture est dénaturée dans une solution 2x SSC et de formamide 70% pendant 

10 min à 70 °C puis refroidie dans de la glace pendant au moins 5 min. La mixture 

est ensuite déposée sur les lames à raison de 50 µL/lame, recouverte par une 

lamelle plastifiée et mise dans une boite hermétique. La boite est transférée dans un 
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bain- marie à 55 °C pendant 5 min puis incubée dans une chambre humide pendant 

toute une nuit à 37 °C pour hybridation. 

 

- Lavage post-hybridation 

Ce lavage permet de débarrasser l’excédent de la mixture de sonde qui n’a pu être 

hybridé. Les lamelles sont enlevées délicatement et les lames rincées 

successivement avec balancement doux dans une série de 7 bains ;  

- 2xSSC pendant 3 min à température ambiante; 

- 3 fois 5 min dans 2xSSC à 42 °C;  

- 2 fois 5 min dans de la formamide 20% à 42 °C;  

- 5 min dans 0.1xSSC à 42 °C;  

- 3 fois 5 min dans 2xSSC à 42 °C;  

- 5 min dans 4xSSCT à 42 °C; 

- 5 min dans 4xSSCT sous agitation à température ambiante. 

 
- Immuno-détection 

Les préparations sont incubées à l’obscurité, dans le tampon de détection BSA 5% 

(sérum d’albumine bovin) contenant de l’anti digoxygenin-fluoresceine pendant 1 h à 

37 °C dans une chambre humide puis rincées dans 4xSSCT 3 fois 5 min à 

température ambiante. 

 
- Contre coloration  
La contre-coloration est effectuée à température ambiante et à l’obscurité, en 

utilisant le DAPI (4 , 6-diamidino-2-phenylindole) dans le liquide de montage 

VECTASHIELD (Vector Laboratories, Peterborough, UK). Une lamelle recouvre 

délicatement la préparation en évitant la formation de bulles.  

 
- Analyse d’images 

Les lames sont dans un premier temps gardées à l’obscurité dans un frigo durant la 

nuit. L’observation se fait à l’aide d’un microscope à épifluorescence, Zeiss Axiophot. 

Une série de filtres (excitation 365 nm, émission > 397 nm pour le DAPI, excitation 

490 nm, émission 525 nm pour les signaux 35S, excitation 540-560, émission 580 

nm pour les signaux 5S) est utilisée. La détection et les analyses des signaux 
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fluorescents sont faites à l’aide d’une caméra CCD ultrasensible (RETIGA 2000R, 

Princeton Instruments, Evry, France) et un analyseur d’images (MetaVue, Evry, 

France). 

 
3 .3. Cytométrie en flux 

 

La cytométrie de flux est une méthode d'analyse précise et automatique des cellules 

individuelles entraînées par un flux liquide (Métezeau et al., 1988). Les molécules ou 

cellules passent une à une, à grande vitesse dans le faisceau d'un laser et la lumière 

réémise (par diffusion ou par fluorescence) permet de corréler son intensité à 

certaines critères cellulaires. Cette technique permet de mesurer la taille du génome 

en quantifiant l’ADN. Cette taille donne une estimation du niveau de ploïdie probable 

d’un individu. La cytométrie en flux a été réalisée à l'ISV-CNRS (Gif-Sur-Yvette). La 

taille du génome et le pourcentage de GC ont été estimés selon Marie et Brown 

(1993). L’étalon interne utilisé est le Petunia hybrida cv. PxPc6 (2C = 2.85 pg).  

 

- L’échantillonage 

Des feuilles fraîches sont prélevées à partir de cinq individus de chacun des taxons. 

Les feuilles de chaque taxon sont mélangées avec celles du pétunia et hachées à 

l’aide d’une lame de rasoir dans 600 L de tampon Gif (45 mM MgCl2,  30  mM  

sodium citrate, 60 mM 4-morpholinepropane sulfonate pH 7, 1% polyvinyl pyrrolidone 

(~10,000 Mr, P6755, Sigma Aldrich, France), 0.1% (w/v) Triton X-100, 10 mM sodium 

métabisulfite. La suspension est filtrée sur un nylon à pores calibrés (50 m), puis 

traitée pendant 15 min avec la RNAse (2.5 unités mL-1).  L’ADN  est  estimé  en  

ajoutant un colorant spécifique, l’iodure de propidium (25 g/ml; Roche, France), à 4 

°C.  

 

- Mesure 

Après au moins 20 min d’incubation, les mesures sont effectuées sur 5000-10000 

noyaux et répétées deux à trois fois pour cinq individus par espèce. Toutes les 

mesures ont été effectuées à l’aide d’un Cytomètre en Flux (CyFlow SL3, Partec, 

Munster, Germany) à Laser. L’ADN nucléaire total est estimé en calculant le rapport 

entre les pics de l’échantillon et ceux de l’étalon (Astragalus /Petunia) qui sera 
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multiplié par le contenu de l’ADN de l’étalon. Les résultats obtenus sont présentés 

sous forme de moyenne ± écart type. 

4. Etude Palynologique 
 
- Prélèvement des grains de pollen  

Les fleurs utilisées pour extraire le pollen sont celles dont la position est toujours la 

même. Cette condition permet, une interprétation rigoureuse des résultats obtenus et 

d’éliminer ainsi, une éventuelle variabilité intra-individuelle. Le matériel est prélevé 

par simple agitation de l’anthère des fleurs avant l’anthèse afin d’éviter tout risque de 

contamination par un pollen étranger.  

 
- Viabilité des grains de pollen 

Le test de viabilité des grains de pollen utilisé est celui du Carmin acétique, décrit par 

Jahier et al., (1992). La viabilité a été évaluée en dénombrant les grains de pollen sur 

5 fleurs par espèces. Cinq comptages ont été réalisés pour chaque espèce à raison 

de 300 grains de pollen par comptage. Les grains sont considérés viables si la 

totalité du grain est colorée en rouge et sans déformation. Ils sont considérés non 

viables si le cytoplasme est vide ou caractérisé par la présence de quelques petits 

organites non colorés. Les observations et les photographies ont été réalisées au 

microscope Leica DM 4000 B Led. 

 
- Morphologie des grains de pollen 
La détermination des caractères morphologiques des grains de pollen a été faite 

suivant à la technique d'acétolyse d'Erdtman (1952) modifiée par Siljak-Yakovlev 

(1986). Pour l'observation en microscopie photonique, le pollen est lavé plusieurs fois 

dans l’alcool absolu directement sur lame, puis monté dans la gélatine glycérinée 

colorée par la Fushine. Les mesures sont effectuées sur un échantillon de 30 grains 

de pollen provenant de 3 individus. Les caractères mesurés sont le diamètre polaire, 

le diamètre équatorial, la longueur du sillon, la largeur du sillon ; l’endoaperture, 

l’ectoaperture, la largeur de l’exine, le mésocolpe et l’apocolpe. La nomenclature 

adoptée est celle de Punt et al., (1994). 

Pour l'observation en microscopie à balayage, les grains de pollen placés 

dans un mélange acétolysant d’anhydride acétique pur et acide sulfurique concentré 
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(9:1 v.v.), sont mis dans un bain-marie froid amené à ébullition durant une minute. 

Après refroidissement pendant 10 min, le mélange est centrifugé à 1000 tours/min 

durant 10 min. Les grains de pollen sont rincés par centrifugation à l'acide acétique 

cristallisable puis laissés au repos durant 30 min. Un dernier rinçage à l’alcool absolu 

est effectué. Un échantillon est prélevé à l'aide d'une pipette et déposé sur une 

lamelle puis métallisé à l’aide de feuilles d’or dans un métaliseur Cressington Sputter 

Coater 108. L’observation et les photographies sont prises à l’aide d’un microscope à 

balayage électronique VEGA TS 5130 MM.  



 
 

 

 

 
 
 

CHAPITRE III 
RÉSULTATS
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1. Dénombrement chromosomique  

Les comptages chromosomiques réalisés à partir de métaphases mitotiques ont 

porté sur l’ensemble des populations des 4 taxons étudiés. Ces comptages ont mis 

en évidence une constance du nombre de chromosomes tant au niveau intra 

spécifique que interspécifique. Les 7 populations analysées possèdent un nombre de 

chromosome diploïde 2n = 2x = 16 avec un nombre de base x = 8. 
 

2. Analyse des caryotypes 

 
- A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus  
 

L’analyse des caryotypes à montré une grande similitude entre le caryotype d’A. 

armatus subsp. tragacanthoïdes et  celui  d’A. armatus subsp. numidicus. Les deux 

sous espèces présentent la même formule chromosomique composée de sept paires 

métacentriques et d’une paire submétacentrique avec la présence d’une constriction 

secondaire observée sur le bras long de la 1ère paire chromosomique (Fig.5 et 6). La 

formule chromosomique est : 2n = 16 = 12 m + 02 m-cs + 02 sm. Une différence est 

toutefois notée dans l’emplacement de la paire submétacentrique : elle est classée 

en dernière position pour A. armatus subsp. tragacanthoïdes et en 2ème position chez 

A. armatus subsp. numidicus.  
 

La longueur totale moyenne des chromosomes d’A. armatus subsp. tragacanthoïdes 

est comprise entre 3.80 ± 0.50 µm et 5.47 ± 0.43 µm alors que celle d’A. armatus 

subsp. numidicus est légèrement plus grande avec des valeurs comprises entre 3.87 

± 0.10 µm et 5.92 ± 0.25 µm. Les caryotypes de ces deux taxons appartiennent à la 

classe 1A de Stebbins (1971) et possèdent des indices d’asymétrie de 58.48 % et de 

59.05 % respectivement pour A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus 

subsp. numidicus. (Tab. 6 et Tab.7). 
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Figure 5. Caryotype d’A. armatus subsp. tragacanthoïdes (a) plaque métaphasique; 

(b) caryogramme; (c) idiogramme. Echelle= 4 µm. Les flèches indiquent la 

constriction secondaire. 

 

c                                       

a 

b 
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Figure 6. Caryotype d’A. armatus subsp. numidicus (a) plaque métaphasique;  (b) 

caryogramme; (c) idiogramme Echelle= 4 µm. Les flèches indiquent la constriction 

secondaire. 

 

 

 

 

 

                              

a 

b 

c                                       
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Tableau 6. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes. 

CHP BL  BC  TL R IC% TC TL  
A

I% SC 

1 3.29 (0.20)SD 2.18 (0.30) 5.47 (0.43) 1.51 39.85  m-cs 

73.22 

(1.59) 

5

8.48 A 

2 2.90 (0.40) 2.10 (0.10) 5.00 (0.46) 1.38 42.00 m 

3 2.75 (0.20) 1.90 (0.30) 4.65 (0.46) 1.44 40.86 m 

4 2.58 (0.10) 2.04 (0.40) 4.62 (0.60) 1.26 44.16 m 

5 2.64 (0.10) 1.90 (0.30) 4.54 (0.31) 1.38 41.85 m 

6 2.29 (0.20) 2.14 (0.20) 4.43 (0.34) 1.07 48.31 m 

7 2.45 (0.30) 1.65 (0.10) 4.10 (0.27) 1.48 40.24 m 

8 2.51 (0.40) 1.29 (0.30) 3.80 (0.50) 1.94 33.95 sm 

 
CHP - Paire chromosomique; BL – bras long; BC – bras court; LT – longueur totale 

du chromosome; R – ratio bras long/court; IC - Index centromerique = 100 x S/(L+S); 

Tc - Type chromosomique; m - métacentrique; sm - submétacentrique; cs - 

constriction secondaire; SD - Déviation Standard. Toutes les mesures sont 

effectuées en µm. 

 
Tableau 7. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. armatus subsp. 

numidicus. 

CHP BL BC TL R IC% TC TL 
A

I% SC 

1 3.43 (0.30)SD 2.49 (0.20) 5.92 (0.25) 1.37 42.06  m-sc  

 

 

72.44 

(2.80) 

5

9.05 A 

2 3.09 (0.20) 1.64 (0.10) 4.73 (0.35) 1.88 34.67 sm 

3 2.62 (0.30) 1.96 (0.30) 4.58 (0.30) 1.33 42.79 m 

4 2.76 (0.20) 1.73 (0.20) 4.49 (0.29) 1.59 38.53 m 

5 2.50 (0.20) 1.91 (0.20) 4.41 (0.20) 1.31 43.31 m 

6 2.49 (0.20) 1.80 (0.10) 4.29 (0.21) 1.38 41.95 m 

 
7 2.43 (0.30) 1.50 (0.20) 3.93 (0.15) 1.62 38.16 m 

8 2.07 (0.10) 1.80 (0.00) 3.87 (0.10) 1.15 46.51 m 
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- A. cruciatus 

 

Ce taxon présente un caryotype constitué de deux paires chromosomiques 

métacentriques (4 et 7), quatre paires submétacentriques (1, 2, 3 et 6) et deux paires 

subtélocentriques (5 et 8). Une constriction secondaire est présente sur le bras long 

de la 4ème paire chromosomique (Fig.7 a, b, c). La formule chromosomique est la 

suivante : 2n = 16 = 02 m + 02 m-cs+ 08 sm+ 04 st. La longueur totale moyenne des 

chromosomes est comprise entre 3.45 ± 0.95 µm et 5.51 ± 0.55 µm. La valeur 

d’indice d’asymétrie (AI % = 67.54) et la classification de Stebbins (1971) indiquent 

que le caryotype de cette espèce est asymétrique (Tab. 8). 

 
- A. pseudotrigonus  

 

Le caryotype est composé d’ une paire métacentrique (8) portant des satellites, trois 

paires chromosomiques submétacentriques (3, 5 et 7) et quatre paires 

chromosomiques subtélocentriques (Fig.8 a, b, c). La formule chromosomique est : 

2n = 16 = 02 m-sat + 06 sm + 08 st. La longueur totale moyenne des chromosomes 

est comprise entre 2.30 ± 0.04 µm et 6.98 ± 0.11 µm. La valeur d’indice d’asymétrie 

(AI % = 76.86) et la classification de Stebbins (1971) indiquent que le caryotype de 

cette espèce est asymétrique (Tab. 9).  
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Figure 7. Caryotype d’A. cruciatus (a) plaque métaphasique; (b) caryogramme; (c) 

idiogramme. Echelle= 4 µm. Les flèches indiquent la constriction secondaire. 

 

a 

b 

c                                       
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Figure 8. Caryotype d’A. pseudotrigonus (a) plaque métaphasique ; (b) 

caryogramme; (c) idiogramme. Echelle= 4 µm. Les flèches indiquent le satellite. 

 

 

a 

b 

c                                       
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Tableau 8. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. cruciatus. 

CHP BL  BC  TL R IC% TC TL  A
I% SC 

1 3.60 (0.30)SD 1.91 (0.10) 5.51 (0.55) 1.88 34.66  sm 

72.64 

(2.09) 

6

7.54 A 

2 3.65 (0.60) 1.46 (0.30) 5.11 (0.10) 2.50 28.57  sm 

3 3.40 (0.40) 1.46 (0.20) 4.86 (0.70) 2.32 30.04  sm 

4 2.45 (0.30) 2.18 (0.40) 4.63 (0.15) 1.12 47.08  m-cs 

5 3.52 (0.20) 0.98 (0.30) 4.50 (0.10) 3.59 21.77 st 

6 2.90 (0.30) 1.43 (0.40) 4.33 (0.10) 2.02 33.02  sm 

7 2.29 (0.40) 1.64 (0.30) 3.93 (0.61) 1.39 41.73 m 

8 2.72 (0.30) 0.73 (0.10) 3.45 (0.95) 3.72 21.15 st 

 
CHP - Paire chromosomique; BL – bras long; BC – bras court; LT – longueur totale 

du chromosome; R– ratio bras long/court; IC - Index centromerique = 100 x S/(L+S); 

Tc - Type chromosomique; m - métacentrique; sm - submétacentrique;   cs - 

constriction secondaire; sat – satellite ; SD - Déviation Standard. Toutes les mesures 

sont effectuées en µm. 

 
Tableau 9. Données numériques de la garniture chromosomique d’A. pseudotrigonus. 

CHP BL  BC  TL R IC% TC TL  A
I% C 

1 5.81 (0.05)SD 1.17 (0.02) 6.98 (0.11) 4.96 16.76 st 

70.86 

(3.60) 

7

6.43 B 

2 5.00 (0.03) 0.99 (0.04) 5.99 (0.06) 5.05 16.53 st 

3 3.51 (0.04) 1.23 (0.03) 4.74 (0.10) 2.85 25.95 sm 

4 3.19 (0.04) 0.94 (0.02) 4.13 (0.02) 3.39 22.76 st 

5 2.76 (0.10) 1.12 (0.04) 3.88 (0.12) 2.46 28.86 m 

6 2.90 (0.06) 0.95 (0.03) 3.85 (0.07) 3.05 24.67 st 

7 2.61 (0.05) 0.95 (0.03) 3.56 (0.07) 2.75 26.68 sm 

8 1.30 (0.04) 1.00 (0.02) 2.30 (0.07) 1.30 43.48 m-sat 

 
Sat : Satellite 
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3. Fluorochrome banding 

La coloration à la chromomycine (CMA3) a permis la révélation de deux types 

d’organisation de l’hétérochromatine riche en bande GC (Tab. 10) :  

 

- Hétérochromatine GC riche associée aux organisateurs nucléolaires (NORs). Ce 

type d’hétérochromatine est présent chez tous les taxons étudiés. Ces marquages 

sont localisés sur les télomères des bras longs de la 1ère paire chromosomique 

correspondant aux constrictions secondaires chez A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes, A. armatus subsp. numidicus. Chez A. cruciatus, elle est également 

localisée en position télomérique sur le bras long de la 4ème paire chromosomique et 

correspond aux constrictions secondaires. Chez A. pseudotrigonus, ce marquage se 

retrouve sur les télomères des bras courts de la 8ème paire de chromosomes qui 

correspond au satellite. Toutes ces bandes sont de forte intensité à l’exception de 

celle localisée chez A. cruciatus ; 

- Hétérochromatine GC riche non associée aux organisateurs nucléolaires (NORs). 

Ce type d’hétérochromatine est présent chez tous les taxons étudiés à l’exception 

d’A. cruciatus.  Chez A. armatus subsp. tragacanthoïdes, il est positionné en région 

paracentrique sur la dernière paire chromosomique et semble de faible intensité. Il 

est également faiblement intense chez A. armatus subsp. numidicus et se positionne 

en région paracentrique associé au site de gènes ribosomiques 5S sur la 4ème paire 

de chromosomes. Chez A. pseudotrigonus, tous les chromosomes sont marqués et 

on relève 40 marquages d'intensité variable dans les régions paracentrique, 

péricentrique, intercalaire et télomérique. 

 
Tableau 10. Nombre et types d’hétérochromatine observés chez les taxons étudiés  

Taxon  GC riche associée 
au (NORs) 

GC riche non 
associée au (NORs) 

A. armatus subsp. tragacanthoïdes 2 cs+t 2 p 

A. armatus subsp. numidicus 2 cs +t 2 p 

A. cruciatus 2 cs +t - 

A. pseudotrigonus 2 Sat 16 p, 20 i, 4 t 

Sat: satellite, cs : constriction secondaire, t: telomerique, i: interstitielle, p: 

para/péricentrique.  



44 
 

4. Nombre et distribution des ADNr (5S et 35S) 

La double Hybridation in situ avec les deux sondes des gènes d’ARN 5S et 35S nous 

ont permis d’observer, chez tous les taxons étudiées, une paire de signaux 5S et une 

paire de signaux 35S, à intensité variable et à différentes positions (Tab.11 et Fig. 9, 

10, 11 et 12). 

 

Chez A. armatus subsp. tragacanthoïdes, A. armatus subsp. numidicus et A. 

cruciatus, le loci ADNr 35S si situe sur le bras long de la 1ère paire chromosomique 

au niveau des télomères et correspond aux constrictions secondaires. Chez A. 

cruciatus, le signal est situé sur le bras long de la 4ème paire chromosomique au 

niveau télomérique et correspond également à la constriction secondaire. Il est à 

noté que l’intensité du signal 35S chez ce taxon est le plus faible de tous les taxons 

étudiés. Chez A. pseudotrigonus, ce signal se situe sur le bras court de la dernière 

paire de chromosome en région télomérique et correspond au satellite. 

 

Chez A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus, un signal 

5S faiblement intense, est situé sur le bras court de la 6ème paire chromosomique en 

position paracentrique, à la différence que le loci présent chez A. armatus subsp. 

numidicus est colocalisé avec une bande riche en GC. Chez A. cruciatus, un signal 

5S, de faible intensité est localisé en position télomérique sur le bras court de la 4ème 

paire chromosomique. Chez A. pseudotrigonus, le loci 5S est localisé en position 

subtélocentrique sur le bras long de la dernière paire chromosomique. 

 
Tableau 11. Nombre et position des loci 35S et 5S observes chez les taxons étudiés  

Taxon  35S 5S 

A. armatus subsp. tragacanthoïdes 2 cs+t 2 p 

A. armatus subsp. numidicus 2 cs+t 2 p 

A. cruciatus 2 cs+t 2 t 

A. pseudotrigonus 2 Sat+t 2 st 

Sat: satellite, cs : constriction secondaire, t: telomerique, st: subtelomerique;  i: 
interstitielle, p: para/péricentrique.  
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Figure 9. Coloration à la : a- chromomycine ; b- hybridation in situ avec les sondes 

ADNr 5S et 35S sur plaque métaphasique et idiogramme d’A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes. Echelle = 10 µm.    CMA+             5S           35S  

 
Figure 10. Coloration à la : a- chromomycine ; b- hybridation in situ avec les sondes 

ADNr 5S et 35S sur plaque métaphasique et idiogramme d’A. armatus subsp. 

numidicus. Echelle = 10 µm. .          CMA+        5S         35S  
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Figure 11. Coloration à la : a- chromomycine ; b- hybridation in situ avec les sondes 

ADNr 5S et 35S sur plaque métaphasique et idiogramme d’A. cruciatus. Echelle = 10 

µm.      CMA+            5S          35S  

 
Figure 12. Coloration à la : a- chromomycine ; b- hybridation in situ avec les sondes 

ADNr 5S et 35S sur plaque métaphasique et idiogramme d’A. pseudotrigonus. 

Echelle = 10 µm.     CMA+           5S        35S  
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5. Activité transcriptionnelle de l’ADNr 35S 

Les loci des gènes ribosomaux actifs ont été détectés indirectement par le nombre 

maximal de nucléoles révélés par la coloration au nitrate d'argent. Les résultats de 

l’analyse sont reportés dans les figures 13 et 14. Ils montrent que le nombre de 

nucléoles par cellule varient de 1 à 3, 1 étant le nombre le plus observé avec une 

fréquence de 96 % chez A. armatus subsp. tragacanthoïdes. La taille des nucléoles 

diffère d’une cellule à une autre. 

 
Figure 13. Coloration des nucléoles au nitrate d’argent : (a) A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes; (b) A. armatus subsp. numidicus; (c) A. cruciatus ;     (d)  A. 

pseudotrigonus. Echelle 4 m. Les flèches indiquent les nucléoles. 

 
Figure 14. Fréquence des nucléoles dans les noyaux interphasiques. 

A.armatus 
subsp. 

tragacanthoides

A.armatus 
subsp. 

numidicus

A.cruciatus A. 
pseudotrigonus

96 94,7 86,6 84

4 5 13 15
0 0,3 0,4 1

1 noyau 2 noyaux 3 noyaux
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6. Taille du génome 

La taille des génomes est par convention, estimée grâce à la " valeur C " d’un 

organisme qui représente la quantité d’ADN nucléaire présente dans le noyau des 

gamètes à l’état non répliqué (Greilhuber et al., 2005). Cette valeur, exprimée en 

picogrammes est généralement convertible en nombre de paires de bases puisque 1 

pg = 978 Mb Doležel et al., (2003). 

 

La quantité d’ADN nucléaire 2C (diploïde) a été obtenue pour les 4 taxons étudiés 

avec 5 répétitions pour chacun des taxons (Tab. 12). Ces quantités d’ADN nucléaire 

2C sont comprises entre 2.71 (± 0.06) pg et 1.39 (± 0.01) pg/ 2C. Les coefficients de 

variation intra-spécifique n’excédent pas 3%. Les deux sous espèces d’Astragalus 

armatus présentent des tailles de génome très similaires. 

 

Tableau 12. Estimation de la taille du génome par cytométrie en flux des taxons 

étudiés. 

Taxon 2n Niveau 
de 

ploïdie 

2C ADN± SD 
(pg) 

CV% 2C ADN 
Min-Max 

(pg) 

1 C 
ADN 
(mbp) 

1 CX 
(pg) 

A. armatus 

subsp. 

tragacanthoïdes 

16 

2x 2.71± 0.06 2.13 2.61-2.77 1311 1.34 

A. armatus 

subsp. numidicus 
16 

2x 2.68± 0.06 2.07 2.59-2.74 1325 1.36 

A. cruciatus 16 2x 1.39± 0.01 0.01 1.37-1.42 680 0.7 

A. 

pseudotrigonus 
16 2x 1.55± 0.01 0.69  1.54 -1.57 758 0.78 

 

pg = picogramme; SD= écart type ; CV% = coefficient de variation; Min = minimum; 

Max =maximum; N = nombre des échantillons ; 1CX = valeur monoploïde du génome 

selon Greilhuber et al. (2005) ; 1pg = 978 Mbp selon Doležel et al., (2003). 
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7. Viabilité des grains de pollen 

La viabilité du pollen estimée par le carmin acétique est très importante chez les 

taxons étudiés. Les résultats donnés dans le tableau 13, indiquent une viabilité 

pollinique supérieure à 97%. Les grains de pollen colorés en rose, sont considérés 

comme viables (Fig. 15). L’étude palynologique d’Astragalus pseudotrigonus n’a pas 

été réalisée par manque de matériel (fleurs). 

 

 
 
Figure 15. Pollen observé au microscope photonique chez a) A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes, b) A. armatus subsp. numidicus et  c)  A. cruciatus. Les flèches 

indiquent le pollen non viable. Echelle 100 m 
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7.1. Description des grains de pollen 

Un examen au microscope photonique et un autre au microscope à balayage 

électronique ont été effectués pour déterminer l’aspect morphologique des grains de 

pollen et identifier l’ornementation de l’exine des différents taxons.  

 

A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus présentent des 

eumonades (grains de pollen libres) à 3 apertures complexes (3 sillons méridiens 

associés à 3 pores équatoriaux) : ils sont de type trizonocolporé. En vue équatoriale, 

le grain est longi-axe (P>E) à symétrie radiale, isopolaire et de forme prolé 

sphéroïdale. En vue polaire, le grain de pollen est circulaire pour A. armatus subsp. 

tragacanthoïdes et circulaire à lobé pour A. armatus subsp. numidicus (Tab. 13 et 

Fig. 16 a-d). L'exine apparaît sous forme d'un réseau de maille plus ou moins 

uniforme, que ce soit dans les pôles ou dans les régions équatoriales. Le diamètre 

des mailles de ces 2 taxons est toujours inférieur à 1 m. II s'agit d'un micro 

réticulum ou d’un réseau à mailles très fines et serrées (Fig.17 a-f).  

 

Les grains de pollen d’A. cruciatus sont libres et de type trizonocolporé. En vue 

équatoriale, ils sont longi-axes à symétrie radiale, isopolaires et de forme subprolée. 

En vue polaire, ils sont de forme circulaire (Tab. 13 et Fig. 16 e-f). La structure de 

l’exine est de type réticulé au niveau de l’équateur et psilé au niveau des pôles où on 

note la disparition progressive du réticulum (Fig. 19 g-i). 
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Figure 16. Pollen observé au microscope photonique (a, c, e) vue équatoriale ; (b, d, 

f) vue polaire. A. armatus subsp. tragacanthoïdes; (a, b) A. armatus subsp. 

numidicus; (c, d) A. cruciatus (e, f). Echelle 30 m. 
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Figure 17. Pollen observé au microscope électronique (a, b, c) vue équatoriale;  (d, 

e, f) ; structure de l’exine. (a, d, g) A. armatus subsp. tragacanthoïdes;   (b,  e,  h)  A. 

armatus subsp. numidicus ; (c, f, i) A. cruciatus. Echelle 5 m.
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TableTableau. 13 Viabilité et morphométrie des grains de pollen 

Taxon V P  E P/E Slg Sla  Eda Eca Ex Me Ap Forme Aperture 
A. armatus 

subsp. 
tragacanthoïdes 

98.89 32.43 
(1.63)sd 

29.28 
(1.12) 

1.11 24.60 
(2.07) 

3.75 
(0.81) 

7.72 
(1.24) 

7.27 
(1.24) 

1.80 
(0.48) 

17.64 
(1.32) 

11.00 
(1.27) 

Prolé 
sphéroïdale 

Trizono 
Colporé 

A. armatus 
subsp. 

numidicus 

98.56 29.81 
(1.89) 

26.87 
(1.42) 

1.11 21.21 
(2.85) 

4.01 
(0.91) 

6.68 
(1.23) 

5.55 
(1.61) 

2.08 
(0.72) 

14.31 
(1.33) 

11.02 
(0.75) 

Prolé 
sphéroïdale 

Trizono 
Colporé 

A. cruciatus 97.52 29.73 
(1.98) 

24.31 
(1.44) 

1.23 24.98 
(1.08) 

3.46 
(0.62) 

8.13 
(1.55) 

7.95 
(1.46) 

2.60 
(0.50) 

13.18 
(1.51) 

09.71 
(1.36) 

Subprolé Trizono 
Colporé 

 

V : viabilité (%) ; P: diamètre polaire; E: diamètre équatorial; Slg : longueur du sillon ; Sla : largeur du sillon ; Eda : endoaperture ;  

Eca : ectoaperture; Ex : largeur de l’exine ; Me : mésocolpe ; Ap : apocolpe. SD : déviation standard. Toutes les mesures sont en m.  
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DISCUSSION 
 

 
1. Dénombrement chromosomique et morphologie des caryotypes 
 

À l’issue des comptages chromosomiques, nous avons montré que les nombres de 

base et de chromosomes sont identiques pour l’ensemble des taxons étudiés et 

correspondent à une forme diploïde (2n = 2 x = 16). Ceci est en conformité avec les 

travaux de Ledingham (1960) et Ledingham et Fahselt (1964) qui notent que ce 

nombre de base est très fréquent chez les espèces eurasiennes, qui sont dans une 

large proportion, des diploïdes. 

 

Ces résultats confirment le nombre chromosomique signalé par Amin (1972), 

Zhakaryeva (1985) et Badr et al. (1996) pour Astragalus pseudotrigonus, et Goldblatt 

et Johnson (1991) pour A. armatus subsp. numidicus. Pour A. cruciatus, Malallah et 

al. (2001) signalent un nombre de chromosomes 2n = 32 sous le nom synonymique 

d’A. corrugatus Bertol. Signalons enfin que pour A. armatus subsp. tragacanthoïdes, 

notre étude est la première à mettre en évidence le nombre de chromosomes de ce 

taxon. 

 

Nous avons pu observer qu’aucune variabilité tant au niveau intra-individu, intra-

population que inter-population n’a été décelée. Nous avons également remarqué 

que ni le type de substrat édaphique ni le type de bioclimat n’a d’incidence sur le 

nombre de chromosomes. Ceci confirme la forte stabilité du nombre chromosomique 

au sein des 4 taxons étudiés.  

 

L’étude de la morphologie et de l’organisation des chromosomes montre des 

caryotypes très similaires entre A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus 

subsp. numidicus, un caractère en commun entre les deux sous espèces d’A. 

armatus et A. cruciatus alors que le caryotype d’A. pseudotrigonus est complètement 

différent. Ainsi, nous avons noté la présence d'une constriction secondaire (SC) chez 

A. armatus subsp. tragacanthoides, A. armatus subsp. numidicus et A. cruciatus 

tandis que chez A. pseudotrigonus nous notons la présence d’un satellite (SAT). Si 

plusieurs auteurs ont révélé la présence d’un satellite (Liu 1984 ; Badr et Sharawy 
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2007 ; Kazem et al. 2010) ou de deux satellites (Martin et al. 2008) chez ce genre, 

aucun auteur n’indique la présence de constriction secondaire. 

 

Nous avons également pu révéler que la longueur totale du caryotype est 

pratiquement identique chez les deux sous espèces d’A. armatus et A. cruciatus et 

légèrement supérieur à celle d’A. pseudotrigonus. Il est important de noter que ces 

longueurs sont assez grandes comparativement à celles déjà publiées (Dvo ák et al., 

1977 ; Badr et Sharawy, 2007 ; Sheidai et al., 2009 ; Çetin et al., 2010 ; Kazem et al. 

2010). Ces auteurs notent une longueur totale du caryotype oscillant entre 10.44 m 

et 61.22 m mais qui demeure cependant inférieure à ce qui a été rapporté pour une 

espèce diploïde A. cornu-caprae Širj. & Rech.f. (83.22 m) (Sheidai et Gharemani-

nejad, 2008). Les valeurs de la taille des chromosomes sont également grandes 

comparativement à celles d’autres travaux. En effet, nos valeurs varient entre 3.45 

m et 6.98 m alors qu’elles oscillent entre 0.75 µm chez A. talimansurensis Serj et 

Rech. F (Sheidai et Gharemani-nejad, 2008) et 5.73 µm chez A. mongholicus Bunge 

(Kim, 2006).  

 

Les caryotypes d’Astragalus armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. 

numidicus, endémiques de l’Afrique du Nord sont symétriques et homogènes ce qui 

concorde avec la majorité des travaux antérieurs (Liu, 1984 ; Kim et al. 2006 ; Badr 

et Sharawy, 2007 ; Sheidai et Gharemani-nejad, 2008 ; Sheidai et al. 2009 ; Çetin, 

2010 ; Kazem et al. 2010). A l’inverse, les caryotypes d’A. cruciatus et    A. 

pseudotrigonus sont asymétriques, ce qui semble assez rare pour être signalé 

(Dvo ák et al. 1977 ; Manandhar et Sakya, 2004 ; Martin et al. 2008). Lewitzky et 

Araratian(1931), Stebbins (1950, 1971) et Siljak-Yakovlev (1986) estiment que 

l’évolution s’est faite à partir des caryotypes symétriques vers les caryotypes 

asymétriques. Dans ce sens, nous pouvons affirmer que les caryotypes d’Astragalus 

armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. numidicus sont primitifs et 

moins évolués que ceux d’A. cruciatus et A. pseudotrigonus. Nous pouvons 

également affirmer qu’A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. 

numidicus sont des paléoendémiques, selon la classification des espèces 

endémiques établis par Favarger et Siljak-Yakovlev (1986) et Siljak-Yakovlev et 

Peruzzi (2012). 
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2. L’ hétérochromatine GC  

 

Au cours de cette étude, la coloration à la Chromomycine A3 a été utilisée pour la 1ère 

fois sur le genre. Cette coloration à permis de mettre en évidence des différences 

importantes concernant le nombre, la taille et la position des bandes 

hétérochromatiques riches en bases GC entre les 4 taxons. Ainsi, nous avons pu 

identifier des bandes de Chromomycine positives (CMA+) situées au niveau de la 

constriction secondaire associée au locus d'ADNr 35S chez tous les taxons, des 

bandes libres ou associées au locus 5S chez A. armatus subsp. numidicus et A. 

pseudotrigonus. Chez ce dernier taxon, le nombre de bandes riches en bases GC 

est beaucoup plus élevé et peut constituer un caractère distinctif par rapport aux 

autres taxons.  

Des conditions environnementales comme l’habitat, l’altitude et la longitude peuvent 

induire une hausse du nombre de bandes GC (Vosa et Stergianou, 1990 ; Vosa, 

1996 ; Bogunic et al., 2007). Par contre, d’autres auteurs imputent cette variation à 

des facteurs « endogènes » tel que la duplication en tandem (Greilhuber et Speta 

1976) ou les phénomènes de transposition (Schubert et Wobus, 1985). Dans le cas 

d’A. pseudotrigonus, la hausse du nombre de bandes hétérochromatiques pourrait 

refléter une adaptation à l’environnement sec de haute montagne régnant dans le 

site de récolte de ce taxon et une réponse aux pressions de sélection.  

 

De notre étude, il intéressant de noter la forte corrélation entre les régions d’ADN 

riches en bases GC et le locus 35S. Plusieurs travaux ont signalé cette co-

localisation chez de nombreuses espèces comme Brassica L., Cedrus Mill., Picea 

Mill., Solanum L., Hydrangea L. et Cenchrus L. (Hasterok et Maluszynska 2000; Bou 

Dagher-Kharrat et al. 2001; Siljak-Yakovlev et al. 2002; Srebniak et al. 2002; 

Mortreau et al., 2010; Kharrat-Souissi et al., 2012). A l’inverse, la colocalisation avec 

des sites 5S est assez rare chez les végétaux supérieurs pour être signalée (Fuchs 

et al., 1998; Martins et Wasko, 2004) ; mais elle a été rapportée chez quelques 

espèces comme Artemisia L., Coffea L., Ricinus L  et  Amarantha L. (Hamon et al., 

2009 ; Péllicer et al., 2008 ; Vasconcelos et al., 2010 ; Kolano et al., 2013). Cela est 

sans doute dû à la rareté des travaux associant techniques de banding et hybridation 

in situ avec une sonde 5S (Benmiloud-Mahieddine, 2011).  
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3. Cartographie de l’ADNr 

 

La double hybridation in situ a mis en évidence la présence d’une seule paire de 

signaux 35S et 5S pour les 04 taxons. Cette stabilité du nombre de signaux est 

décrite par Seijo et al (2004) comme étant une constante chez la famille des 

Fabacées.  

Nos résultats indiquent une distribution préférentielle des sites ADNr 35S de forte 

intensité sur les constrictions secondaires associés à des bandes d’hétérochromatine 

GC, avec toutefois une taille beaucoup plus petite et de moindre intensité chez A. 

cruciatus. Ces sites représentent également le site des organisateurs nucléolaires.  

Le locus ADNr 5S se caractérise par un signal de la même taille, de moindre 

intensité et par une localisation plus variée. Par ailleurs, il est intéressant de noter 

que les sites des signaux 5S et 35S se trouvent sur les mêmes chromosomes chez 

les deux sous espèces d’A. armatus avec cependant une colocalisation entre ADNr 

5S et bande GC chez A. armatus subsp. numidicus (voir plus haut). 

La variation de l’intensité et de la taille des signaux des gènes d’ADNr s’expliquent 

par l’activité de transcription de ces gènes et par la différence du nombre de copies 

de ces gènes (Maluszynska et Heslop-Harrison, 1991). 

  

A ce jour, on ne comptabilise que deux travaux analysant la cartographie des ADNr 

chez Astragalus dans lesquels, Kim (2006) mentionne un locus 45S et 5S pour A. 

membranaceus Bunge et A. mongholicus et deux loci 5S pour A. mongholicus var. 

alpinus Nakai alors que Sang et al. (2013) signalent un locus 45S et 2 locis 5S pour 

A. koraiensis Y. N. Lee. Nos résultats associés aux résultats de ces travaux nous 

permettent de dire que chez les astragales diploïdes, la position des sites d’ADNr 5S 

et 35S ainsi que leur intensité varie d’une espèce à l’autre. Cette variation, comme 

l’explique Heslop-Harrison (2000) peut avoir des implications phylogénétiques, vu 

que les espèces phylogénétiquement proches devraient présenter le même nombre 

et la même intensité de marquages ; elle pourrait également renseigner sur les 

tendances évolutives au sein d’un genre (Castilho et Heslop- Harrison, 1995; de 

Bustos et al., 1996; Ansari et al.,1999 ; Taketa et al., 1999).  

Compte tenu de ces résultats, nous pouvons confirmer que les deux sous espèces 

d’A. armatus sont très proches l’une de l’autre du point de vue phylogénétique. 
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4. Activité transcriptionnelle de l’ADNr 35S 

 

Les nucléoles se forment à partir de sites spécifiques (région organisatrice 

nucléolaire) où l’ADN ribosomal est transcriptionnel, actif et à forte expression 

génétique (Howell et Black, 1980 ; Leitch 2000 ; Hernandez-Verdun, 2006; Raska et 

al. 2006 a, b). Leur nombre par noyau est généralement équivalent au nombre de 

chromosomes nucléolaires et traduit une intense activité cellulaire (Golczyk et al. 

2005). Il découle de nos observations l’existence de 1 à 3 nucléoles par noyau 

interphasique, 1 nucléole par noyau étant le nombre le plus fréquent. Par 

conséquent, le nombre de nucléoles correspondrait au nombre de constrictions 

secondaires observées et au nombre de sites NORs actifs repérés chez nos taxons. 

L’existence d’un seul nucléole constituerait donc une caractéristique des diploïdes de 

ce genre comme cela a été démontré chez les genres Brassica L., Jatropha L. et 

Heliconia L. (Hasterok et Maluszynska, 2000 ; Mergonar et al., 2010 ; Do 

Nascimento et al., 2014).  

 

5. Taille du génome 

 

La taille d’un génome est constante pour une espèce déterminée. Cependant, des 

variations considérables sont observées d’une espèce à l’autre, que ce soit au sein 

d’une même division (Greilhuber al. 2004), d’une même famille (Young et al. 2003) 

ou d’un même genre taxonomique (Weiss-Schneeweiss et al. 2005). Ces variations 

dues essentiellement à l’adaptation, l’évolution et la spéciation par accumulation ou 

perte d’ ADN répétitif (Petrov et Wendel 2006), font que l’estimation du contenu de l’ 

ADN est utilisé comme un marqueur permettant de fournir des informations utiles à la 

définition et / ou la différenciation des espèces (Garnatje et al. 2004; Mahelka et al. 

2005; Boguni  et al. 2007 ; Loureiro et al. 2007; Suda et al. 2007; Perný et al. 2008; 

Ekrt et al. 2010) et à la caractérisation de la variabilité intraspécifique (Leong-

Škorni ková et al. 2007; Siljak-Yakovlev et al. 2008 ; Slovák et al. 2009).  

 

Les 4 taxons étudiés présentent différentes valeurs de la quantité d’ADN qui les 

placent parmi les très petits génomes selon la classification de Leitch et al. (1998), 

confirmant ainsi les résultats précédemment obtenus indiquant que les espèces à 

petits génomes sont très répandues (Siljak-Yakovlev et al., 2010 ; Bou Dagher-
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Kharrat et al., 2013 ; Vallès et al., 2014). Cette variation ne semble être liée ni au 

nombre de chromosomes ni au niveau de ploïdie, ceux-ci étant les mêmes chez les 4 

taxons. 

 

À l’heure actuelle, le contenu en ADN nucléaire a été estimé pour 44 taxons 

(données englobant l’étude en cours) soit environ 2 % des 3 000 espèces connues 

d’Astragalus. Selon les données disponibles dans les travaux de Siljak-Yakovlev et 

al. (2010), Temsch et al. (2010), Bou Dagher-Kharrat et al. (2013), Pustahija et al. 

(2013) Abdel Samad et al. (2014) et Vallès et al. (2014), la taille du génome du genre 

varie de 0,92 à 10.46 pg pour les individus diploïdes. On observe également une 

variabilité au sein même des sections indépendamment de l'origine géographique 

des taxons. A. pseudotrigonus, possède pratiquement la même quantité d’ADN qu’A. 

goembiformis Pomel (1.56 pg) et un génome plus petit que celui d’A. gombo Coss. et 

Dur. (1.66 pg) et A. macrocarpus DC. (2.56pg) (voir Annexe 4). Ceci confirme la 

variation intra-générique observée chez différents genre comme par exemple chez 

Hordeum L. (Jakob et al. 2004), Vicia L. (Neumann et al. 2006), Lupinus L. (Mahé et 

al. 2011), Retama Raf. (Benmiloud-Mahieddine et al. 2011) ou bien Hedysarum L. 

(Benhizia et al. 2013).  

 

De telles variations de la taille des génomes a soulevé plusieurs questions quant aux 

causes de son origine ainsi qu’aux conséquences sur l’évolution et l’adaptation des 

plantes. L’augmentation de la taille du génome est associée à plusieurs mécanismes 

dont le plus important est sans doute la dissémination des familles de transposons et 

les mutations qui s'ensuivent (Bohr et Wassermann, 1988 ; San Miguel et 

Bennetzen, 1998 ; Wendel, 2000), ainsi que celle des rétrotransposons et autres 

séquences répétées (Morgante et al., 2002). Ces éléments sont capables 

d’augmenter considérablement la taille du génome en multipliant le nombre de 

copies de gènes (Bennetzen, 2000). D’autres mécanismes contribuent à la variation 

de la taille du génome comme les phénomènes de pertes, de délétions et de 

recombinaisons chromosomiques (Ma et al., 2004; Vitte et Panaud, 2005; Piegu et 

al., 2006), le transfert du matériel chromosomique des organites vers le noyau 

(Adams et Palmer, 2003; Shahmuradov et al., 2003) et enfin la variation de taille et 

de nombre des introns (Deutsch et Long, 1999). 
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D’autres études ont essayé d’établir des corrélations entre la taille du génome et 

divers paramètres écologiques comme la latitude et l’altitude avec des résultats 

contradictoires. Levin et Funderburg (1979), Bennett et al. (1982), Bennett (1987) 

Rayburn (1990), Rayburn et Auger (1990), Knight et Ackerly (2002) et Knight et al. 

(2005) suggèrent que la véritable relation entre la taille du génome et l'altitude et/ ou 

la latitude est représentée par une distribution unimodale où les espèces à petite 

quantité d’ADN peuvent exister sous n'importe quelle altitude ou latitude et que les 

espèces à grande taille de génome peuvent être exclus des milieux à conditions 

climatiques extrêmes. Dans le cas de nos taxons, aucune corrélation n’a pu être 

établie entre la taille du génome, le lieu de récolte et les conditions bioclimatiques 

des sites de prélèvement. On notera cependant que les échantillons d’A.armatus 

subsp. tragacanthoïdes, A.armatus subsp. numidicus qui proviennent des régions 

des «Hauts Plateaux» du Nord-Est caractérisés par des précipitations moyennes ont 

montré de plus grandes quantités d’ADN par rapport aux autres taxons. Ceci pourrait 

nous amener à déduire que la quantité d’ADN de nos taxons est peut être corrélée 

avec leur distribution éco-géographique. 

 

6. Viabilité du pollen et caractères palynologiques  
 
Dans cette étude, nous avons utilisé la coloration au carmin acétique qui révèle la 

présence de matériel génétique dans le grain de pollen. Towill (1985) estime que ce 

test est amplement suffisant pour avoir une estimation approximative de la viabilité 

du pollen. L’évaluation de ce taux a révélé un très grand pourcentage de viabilité qui 

traduit un déroulement normal de la microsporogénèse. Stebbins (1971) indique que 

les espèces diploïdes produisent une méiose régulière. Celle-ci s’exprimerait par la 

production de grains de pollen de taille régulière et hautement viable. Un taux élevé 

de viabilité est également considéré comme un indicateur de l’adaptation des 

espèces à certaines conditions écologiques (Char et al. 1973 ; Qureschi et al. 2002 ; 

Ozeker et al. 2006). On pourrait donc suggérer que nos taxons sont bien adaptés à 

leurs milieux.  

 

La taille des grains de pollen varie d’un taxon à l’autre et correspond à la taille 

moyenne des grains de Fabacée déjà observée (Perveen et Qaiser, 1998 ; Hormat, 

2004 ; Kahraman et al., 2012 ; Pinar et al., 2014). De précédents travaux ont 
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suggéré l’existence de corrélation de la taille des grains de pollen avec l’altitude et la 

latitude comme chez le genre Ilex L. (Lobreau-Callen 1975) alors que Kurtz et 

Liverman (1958) signalent la présence de petits grains de pollen dans les milieux 

arides. Belhaj et al. (2007), dans une étude palynologique faite sur Pistacia atlantica 

Desf. estiment que la variation de la taille du grain de pollen, bien que corrélée avec 

la position géographique peut également provenir de la nutrition minérale ainsi que 

des facteurs génétiques. Dans le cas de notre étude, la variation de la taille du grain 

de pollen ne donne aucune indication claire vis-à-vis des sites de récolte ou des 

conditions bioclimatiques. 

 

Nos taxons présentent des apertures situés dans la même zone au niveau des 

sillons, ce qui correspond aux nombre et types d’apertures retrouvés chez 

l’ensemble des taxons d’Astragalus étudiés jusqu'à présent (Perveen et Qaiser 

1998 ; Akan et al., 2005 ; Ekici et al., 2005, 2008 ; El-Sayed et al., 2010 ; Al Ghamadi 

et al., 2013 ; Ceter et al.,  2013  et  Dinç  et  al., 2013). Walker et Dolyle (1975) 

considèrent que le pollen inaperturé est un caractère relativement plus primitif que 

celui monoaperturé, di, tri et poly-aperturé. Till et al. (1989), Dajoz et al. (1991), 

Domnez et Pinar (2001), Furness et Rudall (2004) s’accordent à dire que l'aperture 

étant le point de germination du tube pollinique, une multiplication du nombre 

d'apertures et de sillons peut apparaître comme un avantage sélectif vis-à-vis de la 

fécondation car elle augmente la probabilité de contact entre le site de la germination 

et la surface du stigmate. La présence de trois sillons et de trois pores pourrait donc 

être considérée comme un caractère intermédiaire et avancé.  

 

Les grains de pollen de nos taxons ont montré une variabilité de la forme et de la 

structure de l’exine entre les différents taxons. Ceci est en accord avec la description 

des grains de pollen de différents taxons d’Astragalus effectuée par Perveen et 

Qaiser (1998), Akan et al. (2005), Ekici et al. (2005, 2008), El-Sayed et al. (2010) ; Al 

Ghamadi et al. (2013), Ceter et al. (2013) et Dinç et al. (2013). Ces auteurs décrivent 

un grain de pollen essentiellement prolée ou subprolée avec une tendance à la forme 

sphéroïde.  

 

Concernant la sculpture de l'exine, toutes les études effectuées sur le genre 

Astragalus font état d’une variabilité de l’ornementation : ornementation 
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microreticulée (Akan et al. 2005 ; Pinar et al. 2009), réticulée (Oskouian et al. 2007), 

microreticulée, perforée, microrégulée-microréticulée, microreticulée-perforée, 

microreticulée-granulée et perforée-granulée (Ceter et al. 2013). Lors de nos 

analyses, nous avons observé chez A. cruciatus une exine réticulée qui tend à 

disparaitre pour laisser place à une ornementation psilée aux pôles, ce qui est une 

1ère chez ce genre. Moore et al. (1991) indiquent que l’ornementation grainée ou 

réticulée est un caractère évolué qui permet au grain de pollen d’augmenter son 

adhérence aux insectes pollinisateurs et aux stigmates. Walker et Doyle (1975) 

abondent dans le même sens et considèrent l’ornementation psilée comme un 

caractère primitif.  

 

En comparant les caractéristiques des grains de pollen de nos taxons avec d’autres 

Fabacées, nous avons remarqué qu’ils sont identiques aux grains de certains genres 

de Papilionacées, appartenant tous à l’Astragalean Clade ( Oxytropis DC, Colutea L., 

Melilotus Mill., Ononis L. Caragana Lam.). Il s’agit, en effet, de pollen isopolaire, 

prolée ou subprolée, circulaire en vue polaire, à ornementation de l’exine réticulé ou 

micro réticulée (Fergusson et Skvarla, 1982; Faegri et Iversen 1989; Moore et 

al.,1990; Perveen et Qaiser, 1998; Beug, 2004; Pavlova 2013). Tous ces résultats 

inciteraient à considérer les caractéristiques palynologiques d’Astragalus comme 

étant des indicateurs de tendances évolutives au sein du genre. D’un point de vue 

palynologique donc, A. armatus subsp. tragacanthoïdes et A. armatus subsp. 

numidicus qui possèdent une ornementation microréticulé uniforme paraissent 

légèrement plus évolués qu’A. cruciatus qui présente une ornementation réticulée 

avec disparition du réticulum vers les pôles.  
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 
 
 

L’objectif de cette thèse était de caractériser 4 taxons d’Astragalus provenant de 

différents sites de l’Algérie et de décrire les relations de parenté intra spécifique et 

inter spécifique, pouvant aboutir à la compréhension de la manière avec laquelle les 

génomes s’organisent dans l’environnement respectif de chaque taxon. À cette fin, 

nous avons établi le caryotype (par coloration à l’acéto orceine), étudié  la distribution 

des bandes d'hétérochromatine (révélée par fluorochrome banding), la localisation 

des gènes ribosomiques 5S et 35S (par l’hybridation in situ), la quantité d’ADN 

(déterminée par cytométrie en flux) et enfin les caractères palynologiques (par 

observation au microscope photonique et électronique). Cette diversité des 

approches nous à fourni une multitude de renseignements qui nous ont permis de 

formuler les conclusions suivantes :   
 

- Le nombre de chromosome d’A. armatus subsp. tragacanthoides à été déterminé 

pour la 1ère fois.  

 

- La coloration classique à l’acéto orcéine nous à permis d’établir les caryotypes des 

4 taxons, mais ne nous à pas permis de différencier A. armatus subsp. 

tragacanthoides de A. armatus subsp. numidicus. 

 

- Le nombre et l’emplacement des bandes d'hétérochromatine GC et la localisation 

des gènes ribosomiques 5 S et 35S nous ont permis de faire la distinction entre A. 

armatus subsp. tragacanthoides et A. armatus subsp. numidicus.  

 

- On observe les mêmes caractéristiques du caryotype et du pollen, la même 

organisation de l’hétérochromatine, la même quantité d’ADN au niveau spécifique, 

indépendamment de la situation géographique des sites de prélèvement des 

populations et les différents types d’habitats et de bioclimats dans lesquels elles 

évoluent. 
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- Au niveau palynologique, les caractéristiques du pollen se sont révélées être de 

bons marqueurs  de différenciation inter spécifique. Au rang inter générique, ces 

caractéristiques ne peuvent constituer un critère de distinction, vu la similarité des 

grains de pollen avec les genres constituant le clade Astragalean. 

 

- L’ensemble des marqueurs semblent indiquer que les deux sous espèces d’A. 

armatus sont très proches  confirmant ainsi leur grande ressemblance 

morphologique, mais constituent cependant deux taxons distincts.  

 

- Abstraction faite des données palynolgiques (manque de données), il semblerait 

qu’A. cruciatus et A. pseudotrigonus soient plus évolués que les deux sous espèces 

d’A. armatus.   

 

Au terme de cette thèse, nous avons obtenu d’importantes d’informations sur la 

variabilité et l’organisation des génomes des 4 taxons d’Astragalus. Il reste  

cependant à : 

 

- Élargir les zones de prospection, le nombre de populations et le nombre d’espèces 

afin de vérifier si l’organisation de l’hétérochromatine GC et la quantité d’ADN 

reflétent les conditions environnementales dans lesquelles se développent ces 

populations.   

 

- La cytogénétique moléculaire et la taille du génome s’avèrent de bons outils de 

différenciation intra et interspécifique particulièrement quand les caractères 

morphologiques ne le permettent pas. Nous préconisons de continuer à court et 

moyen terme la caractérisation cytogénétique  et le taille du génome des espèces 

algériennes du genre Astragalus. Une banque de données sera constituée et pourra 

ainsi représenter un bon outil de caractérisation et une contribution  à la 

connaissance de notre biodiversité. 
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ANNEXE 1 
 
 
 
Préparation de produits pour coloration à l’Acéto Orceine 
 
1- La 8-hydroxyquinoléine à 0.002% 

0.03g de la 8-hydroxyquinoléine dans 100 ml d’eau distillée. 

 

2- Acéto orceine à 1% 
Porter à ébullition 45 ml d’acide acétique à 45% et 55 mL d’eau distillée. Rajouter 1 

gr d’Orceine et laisser bouillir pendant 10 min. laisser refroidir puis filtrer et stocker 

au réfrigérateur.  

 
Produits pour la digestion enzymatique 
 
1- Tampon phosphate  

Mélanger 1.17 g de phosphate di sodique (Na2HPO4) avec 0.69 g de phosphate 

monopotassique (KH2PO2) dans 100 ML d’eau distillée. Ajuster le pH à 6.8. 

 

2- Solution saline 2 x SSC (Salt Sodium Citrate) 
Mélanger 17.5 g de chlorure de sodium et 8.8 g de citrate de sodium dans 1L d’eau. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 

 



   

 
 

ANNEXE 2 
 
 
 

Préparation de produits pour Fluorochrome banding 

 

1- Tampon citrate 0.01M 

Le tampon citrate est formé de deux solutions A et B 

A : solution d’acide citrique  0.096g/50ml. 

B : solution de citrate de sodium 0.147g/50ml. 

 
- Pour un pH 4.6,  

Prendre 25.5ml d acide citrique et 24.5ml de citrate de sodium puis compléter  à 

100 ml avec l’eau distillée. 

 
- Pour une préparation 0.05M (pour la préparation de l’enzyme R) 
A : solution d’acide citrique  0.48g/ 50ml 

B : solution de citrate de sodium 0.73g/ 50ml 

 

2- Préparation de l’enzyme R 

Hémicellulase 4% 

Pectolyase  1% 

Cellulase R10 4% 

Diluer les trois enzymes dans le tampon citrate 0.05M à pH 4.6 

 

3- Tampon McIlvaine 

A: solution d’acide citrique  1.05g/50ml H2O 

B: Na2HPO4 , H2O    1.068g/30ml H2O. 

 
- Pour un pH 7 

Prendre 6.5ml de la solution A et 43.6ml de la solution B puis compléter à 100ml par 

de l’eau distillée. 

 
- Pour un pH 5.5 



   

 
 

Prendre 43.2 ml de la solution A et 56.8ml de la solution B puis compléter à 200ml 

par de l’eau distillée 

-Tampon McIlvaine pH 7 + MgSO4 
Prendre 50ml du tampon McIlvaine (pH 7) puis rajouter 61.62mg de MgSO4. 

 
4- Préparation de la chromomycine 
2mg de chromomycine pour 10ml de solution (tampon McIlvaine pH 7 + MgSO4 ) . 

Conserver à 4°C dans un flacon à l’abri de la lumière. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



   

 
 

ANNEXE 3 
 
 

Préparation de produits pour la FISH 
 
- 20 x SSC  
NaCl      175.3g 

Citrate de sodium     88.2g 

Eau ultra pure   qsp 1000ml 

- 4 x SSC Tween 
Tween 20     1ml 

20 x SSC     100ml 

Eau ultra pure    400ml 

- 4 x SSC 
20 x SSC     100ml 

Eau ultra pure    400ml 

- 2 x SSC 

20 x SSC     100ml 

Eau ultra pure    200ml 

- 0.1 x SSC 
2 x SSC      13ml 

Eau ultra pure    247ml 

- Formamide 20% 
0.1 x SSC     160ml 

Formamide     40ml 

- RNase (stock à 10mg/ml diluée à 1/100) 

RNase à 10mg/ml    16µl 

2 x SSC     1584µl 

- Pepsine (stock à 500mg/ml) 
Pepsine      500 mg  

HCl     0.01 M 1ml 

- Tampon de détection (préparé extemporanément) 
5% BSA (Bovine Serum Albumin): 0.1g de BSA dans 2ml 4 x SSCT. 

Diluer dans un petit récipient et laisser à 37°C jusqu’à dilution complète.  



   

 
 

Annexe 4  
 
 
Tableau compilant les différentes tailles de génome du genre Astragalus recensées dans la littérature (ces données 

englobent les tailles mesurées durant cette étude). 
 

Taxon Section Origine (2n) 
2C 

(pg) 

1C 

(pg) 

1C 

(Mbp) 
Sources 

A. angulosus DC. Incani Liban N/A 2.12 1.06 1037 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. angustifolius Lam. Tragacantha Liban 16 1.4 0.7 685 Abdel Samad et al. 2014 

A. angustifolius Lam. 

subsp. angustifolius  

Tragacantha Liban 16 1.56 0.78 763 Abdel Samad et al. 2014 

A. angustifolius Lam. 

subsp. biokovoensis 

Kusan  

Tragacantha Croatie 16 1.45 0.73 714 Siljak-Yakovlev et al. 2010 

A. armatus subsp. 

numidicus (Coss. et Dur.) 

Maire  

Poterion Algérie 16 2.68 1.34 1311 Présente étude 

A. armatus subsp. 

tragacanthoides (Desf.) 

Maire  

Poterion Algérie 16 2.71 1.36 1325 Présente étude 

A. baalbekensis Bornm. Rhacophorus Liban N/A 4.15 2.08 2029 Abdel Samad et al. 2014 



   

 
 

A. barbatus Lam. Stereothrix Liban N/A 1.9 0.95 929 Abdel Samad et al. 2014 

A. berytheus Boiss.  Platyglottis Liban 16 2.81 1.41 1374 Abdel Samad et al. 2014;  

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. bethlehemiticus Boiss. Rhacophorus Liban N/A 4.5 2.25 2201 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. cedreti Boiss. Dasyphyllium Liban N/A 4.99 2.5 2440 Abdel Samad et al. 2014 

A. cephalotes Banks & 

Solander 

Macrophyllium Liban N/A 2.12 1.06 1037 Abdel Samad et al. 2014 

A. coluteoides Willd. Anthylloidei Liban 16 2.17 1.09 1061 Abdel Samad et al. 2014 

A. cruciatus Link. Annulares Algérie 16 1.39 0.7 680 Présente étude 

A. cruentiflorus Boiss. Rhacophorus Liban N/A 4.58 2.29 2240 Abdel Samad et al. 2014 

Astragalus dictyocarpus 

Boiss. 

Incani Liban N/A 1.71 0.86 836 Abdel Samad et al. 2014;  

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. drusorum var. 

maroniticus Boiss. & 

Blanche 

Pterophorus Liban 16 2.15 1.08 1051 Abdel Samad et al. 2014 

A. echinops Boiss. Alopecuroidei Liban N/A 2.38 1.19 1164 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. ehdenensis Mout.  Dissitiflori Liban 16 3.13 1.57 1531 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 



   

 
 

A. ehrenbergii Bunge Alopecuroidei Liban 16 2.16 1.08 1056 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. emarginatus Labill. Dasyphyllium Liban 16 4.73 2.37 2313 Abdel Samad et al. 2014 

A. epiglottis L. Epiglottis Liban 16 0.92 0.46 450 Abdel Samad et al. 2014 

A. glycyphyllos L. Glycyphyllos Slovénie 16 1.5 0.75 734 Temsch et al. 2010 

A. gomboeformis Pomel Astragalus Algérie 16 1.66 0.83 812 Données personnelles  

A. gombo Coss. & Dur. Astragalus Algérie 16 1.56 0.78 763 Données personnelles 

A. gyzensis Delile Annulares Algérie 48 2.46 1.23 1203 Données personnelles 

A. gummifer Labill. Rhacophorus Liban 16 2 1 978 Abdel Samad et al. 2014 

A. hirsutissimus DC. Dasyphyllium Liban 16 3.97 1.99 1941 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

Astragalus illyricus Bernh. 

[A. monspessulanus L. 

subsp. illyricus (Bernh.) 

Chater] 

Incani Bosnie 

Herzegovine 

N/A 2.11 1.055 1030 Vallès et al. 2014  

A. kurnet-es saudae Eig Hololeuce Liban N/A 6.29 3.145 3076 Abdel Samad et al. 2014 

A. lepidanthus Boiss. Rhacophorus Liban N/A 4.38 2.19 2142 Abdel Samad et al. 2014 

A. lusitanicus subsp. 

orientalis Chater & Meikle 

Erophaca Liban 16 1.78 0.89 870 Abdel Samad et al. 2014 

A. macrocarpus DC. Astragalus Liban N/A 2.51 1.26 1227 Abdel Samad et al. 2014 

A. oleaefolius DC. Macrophyllium Liban 96 12.87 6.44 6293 Abdel Samad et al. 2014 



   

 
 

A. onobrychis L. Onobrychoidei Bosnie 

Herzegovine 

16 1.66 0.83 812 Pustahija et al. 2013 

A. pinetorum Boiss. Caprini Liban 16 2.02 1.01 988 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. pseudotrigonus Batt. et 

Trab.  

Astragalus Algérie 16 1.55 0.78 758 Présente étude 

A. psilodontius Boiss. Rhacophorus Liban N/A 2.83 1.415 1384 Abdel Samad et al. 2014 

A. schizopterus Boiss. Incani Liban 16 2.42 1.21 1183 Abdel Samad et al. 2014; 

Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

 

A. sofarensis (J. 

Thiebaut) Podl. 

Macrophyllium Liban 16 10.46 5.23 5115 Bou Dagher-Kharrat et al. 2013 

A. trichopterus Boiss. Caprini Liban N/A 1.97 0.99 963 Abdel Samad et al. 2014 

A. vesicarius L. subsp. 

carniolicus (A. Kerner) 

Chater 

Dissitiflori Croatie 16 2.29 1.15 1125 Siljak-Yakovlev et al. 2010 

A. trifoliolatus Boiss. Onobrychoidei Liban N/A 1.68 0.84 822 Abdel Samad et al. 2014 

A. zachlensis Bunge  Rhacophorus Liban 28 4.5 2.25 2201 Abdel Samad et al. 2014 

 

1 pg = 978 Mbp selon Doležel et al. (2003). 

 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 



   

 
 

 


