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Préambule  

 

Contrairement aux animaux, les végétaux sont capables de fabriquer leur matière organique 

à partir de lumière, d’eau (H2O) et de dioxyde de carbone (CO2) grâce à la photosynthèse selon 

la formule : 6 CO2 + 6 H2O + énergie lumineuse → C6H12O6 + 6 O2. Cette réaction se déroule 

théoriquement dans tous les tissus chlorophylliens mais principalement dans les chloroplastes 

des cellules du mésophylle des feuilles adultes chez les végétaux supérieurs. Après la fixation 

du CO2, les trioses phosphate produits sont soit exportés vers le cytosol pour être convertis en 

sucres soluble (ex : saccharose, glucose, fructose) soit stockés dans le stroma sous forme 

d’amidon. Les sucres solubles produits sont ensuite transportés à longue distance, sous forme 

majoritaire de saccharose, grâce au phloème ou bien à courte distance (i.e. transport 

intercellulaire et intracellulaire) sous forme de saccharose ou après clivage en glucose et 

fructose (Stitt et al., 2010). A l’échelle de la cellule, les sucres solubles vont être utilisés pour 

la maintenance du métabolisme général de la cellule, comme intermédiaire métabolique pour 

la production de sucres complexes (ex : amidon, polysaccharides pariétaux) ou comme 

molécule signal dans le cadre de certains processus morphogénétiques (pour revue Li et al., 

2016). Maintenir une concentration optimale des sucres à l’échelle de la cellule, du tissu ou de 

la plante, au cours de sa croissance et en fonction des conditions environnementales requière 

donc une régulation fine de l’expression et de l’activité de l’ensemble des acteurs impliqués 

dans leur biosynthèse, leur dégradation et leur transport. Ainsi, le maintien de l’homéostasie 

des sucres à l’échelle cellulaire et la gestion de l’allocation des sucres à l’échelle de la plante 

entière constitue un enjeu majeur afin d’assurer une croissance et un rendement optimal de la 

plante (i.e. production de biomasse et de graines).  

Chez l’espèce modèle Arabidopsis thaliana, la hampe florale joue un rôle central dans la 

croissance de la plante puisqu’elle porte les inflorescences latérales, les feuilles caulines, les 

fleurs et les fruits (siliques) (Boyes et al., 2001). De plus, sa contribution au gain total de 

carbone au cours de la vie de la plante est plus importante que celle des feuilles de rosette 

(Earley et al., 2009), et elle contribue à hauteur d’environ 38% à la biomasse totale produite par 

la plante notamment du fait de la présence du xylème dont les vaisseaux et les fibres présentent 

des parois secondaires très épaissies (communication personnelle Chardon et Marmagne, IJPB). 

Cependant cet organe a reçu relativement peu d’attention de la part des chercheurs en 

comparaison des feuilles, des racines ou des graines. La hampe florale constitue pourtant un 

bon modèle d’étude afin de mieux appréhender l’allocation des sucres à l’échelle de la plante 
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entière mais également pour étudier le développement du système vasculaire (Chaffey et al., 

2002, Ragni and Grebs, 2018). En effet, le développement du système vasculaire de la hampe 

florale chez Arabidopsis thaliana présente des similarités avec celui des espèces ligneuses sans 

en avoir les inconvénients (i.e. taille et vitesse de croissance). Les données expérimentales 

exposées dans cette partie introductive concerneront donc principalement celles publiées chez 

l’espèce modèle Arabidopsis thaliana et plus particulièrement sur la hampe florale qui a servi 

de modèle d’étude dans le cadre de cette thèse.  

Dans cette introduction, je reviendrai dans un premier temps sur les voies métaboliques 

conduisant à la production des sucres simples (saccharose, glucose et fructose) et complexes 

(amidon, polysaccharides de parois) et sur les différents modes de transport de ces sucres entre 

les cellules ou au sein de la cellule. J’aborderai ensuite l’organisation du système vasculaire et 

les étapes du développement des différents tissus composant ce système vasculaire. Enfin, je 

présenterai brièvement les données bibliographiques relatives aux conséquences d’un stress 

abiotique sur le transport des sucres et le développement du système vasculaire avant d’exposer 

les objectifs de ce travail de thèse. 
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1. Production et transport des sucres chez les Angiospermes 

 

1.1. Biosynthèse des sucres 

 

1.1.1. Cycle de Calvin-Benson : production de trioses-phosphate 

Les végétaux ont la particularité de produire des sucres à partir du dioxyde de carbone, 

d’eau et d’énergie lumineuse. Au cours de la phase lumineuse de la photosynthèse, l’énergie 

lumineuse est convertie en énergie chimique sous forme d’ATP et de NADPH qui va permettre 

d’alimenter les réactions chimiques du cycle de Calvin dans les chloroplastes (Figure 1). 

Ensuite lors de la phase sombre de la photosynthèse, le dioxyde de carbone (CO2) est incorporé 

dans des molécules organiques via le cycle de Calvin afin de produire des trioses phosphate. 

Ces trioses phosphate permettent (1) de régénérer le ribulose-1,5-biphosphate dans le 

chloroplaste ou (2) de produire après des réactions en chaîne du glucose-6-phosphate qui sera 

utilisé lors de la synthèse de l’amidon, une forme de stockage des sucres, ou sera exporté dans 

le cytosol pour la biosynthèse des autres sucres. 

 

1.1.2. Synthèse de saccharose et des hexoses 

Dans les organes photosynthétiques, la synthèse du saccharose a lieu majoritairement sous 

l’action de la saccharose-phosphate-synthase (SPS) selon la réaction suivante : 

saccharose-6-phosphate + UDP  fructose-6-phosphate + UDP-glucose 

Cette réaction est en théorie réversible mais in vivo elle permet préférentiellement la 

synthèse de saccharose-6-phosphate. Enfin, le saccharose est produit grâce à la 

déphosphorylation sous l’action de la saccharose-6-phosphatase (SPPase). Une fois synthétisé, 

le saccharose peut être exporté vers les cellules adjacentes ou à plus longue distance à travers 

le phloème ou être hydrolysé sous la forme d’hexoses. L’hydrolyse du saccharose peut se faire 

à différents niveaux subcellulaires (Figure 1). Ainsi, dans l’apoplasme, le saccharose peut être 

hydrolysé en glucose et en fructose par l’action de l’invertase acide pariétale (cwINV). Dans le 

cytosol, l’hydrolyse du saccharose est réalisée par 2 enzymes : l’invertase neutre cytoplasmique 

(cINV) et la sucrose synthase (SuSy). Ainsi, en présence d’UDP, la SuSy permet la conversion 

du saccharose en UDP-glucose et en fructose. L’UDP-glucose est utilisé comme intermédiaire 

de la voie de biosynthèse des polysaccharides pariétaux (Verbančič et al., 2018). Enfin, le 

saccharose importé dans la vacuole peut également y être hydrolysé en hexoses sous l’action 

de l’invertase acide vacuolaire (vINV) (Koch, 2004, Figure 1).  
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Figure 1 : Représentation du métabolisme des sucres dans une cellule végétale 

Cycle de Calvin-Benson (en bleu) (A) et enzymes (en rouge) impliqués dans le métabolisme 

des sucres (B) avec : cwINV : invertase pariétale ; cINV : invertase cytosolique ; vINV : 

invertase vacuolaire ; FRK : fructokinase ; HXK : hexokinase ; SuSy : sucrose synthase ; 

SPS : saccharose phosphate synthase ; CesA : cellulose synthase ; TP : trioses phosphate ; 

sac : saccharose ; glc : glucose ; fru : fructose ; G6P : glucose-6-phosphate ; G1P : glucose-

1-phosphate ; F6P : fructose-6-phosphate ; UDP : uridine-diphosphate ; gal : galactose ; 

rha : rhamnose ; galA : acide galacturonique ; xyl : xylose ; ara : arabinose. (Adaptée d’après 

Verbančič et al., 2018) 
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Afin d’être métabolisés, les hexoses (glucose et fructose) doivent subir une étape de 

phosphorylation par l’intermédiaire des hexokinases (HK) ou des fructokinases (FRK) (Granot 

et al., 2013). Ces enzymes ont un rôle central dans la transformation des sucres dans les organes 

sources où elles auraient un rôle prépondérant dans la voie de signalisation des sucres et dans 

les organes puits où elles permettraient la synthèse des intermédiaires nécessaires à la 

croissance de la cellule (Granot et al., 2013). Il est également intéressant de noter dès à présent 

que des études chez Arabidopsis thaliana et chez la tomate ont mis en évidence que des mutants 

affectés dans l’expression des gènes codant des fructokinases ont des parois de cellules de 

xylème plus fines et des vaisseaux collapsés (Stein et al., 2014 et 2016). Ces études mettent 

ainsi en évidence qu’une perturbation du métabolisme des sucres impacte les parois cellulaires 

des cellules de xylème. Ainsi, bien que la biosynthèse des polysaccharides de parois a largement 

été étudiée (Cosgrove, 2005), peu d’études se sont concentrées sur la provenance et le transport 

des sucres nécessaires à la formation des parois cellulaires, particulièrement dans les cellules 

de xylème. 

 

1.1.3. Synthèse des polysaccharides pariétaux 

Chez les dicotylédones, la paroi végétale d’une cellule en croissance est qualifiée de 

primaire et elle se compose de 90 % de polysaccharides pariétaux (cellulose, hémicelluloses et 

pectines) et de 10 % de protéines. Lorsque la cellule a cessé de croître, une paroi secondaire 

composée d’environ 50 % de cellulose, 30 % d’hémicelluloses et 20% de lignines se dépose 

(Marriott et al., 2015). La production des polysaccharides pariétaux (i.e. cellulose, 

hémicelluloses et pectines) débute par la production d’un précurseur commun l’UDP-glucose, 

sous l’action de la SuSy (Verbančič et al., 2018, Figure 1). Dans certains types cellulaires 

comme les vaisseaux de xylème, la cellule va déposer un épaississement supplémentaire de la 

paroi secondaire afin de permettre à la cellule de résister aux fortes pressions négatives prenant 

place dans la sève xylémienne. Cette synthèse supplémentaire de paroi secondaire va donc 

consommer une grande quantité de sucres afin d’assurer la synthèse des polysaccharides 

pariétaux. 

 

La cellulose est un polymère de glucose liés par des liaisons β-1,4 (Somerville, 2006). Les 

microfibrilles de cellulose sont insolubles et constituent un cadre rigide entourant la cellule et 

lui permettant de résister à des pressions osmotiques importantes. La synthèse de cellulose est 

assurée par des complexes enzymatiques, les celluloses synthases (CESAs). Dans les parois 
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primaires, le complexe CESA1, 3 et 6 permet la formation de la cellulose alors que dans les 

parois secondaires ce sont les CESA4, 7 et 8 qui assurent ce rôle (Carroll et al., 2012). Les 

CESAs assurent ainsi la synthèse de cellulose à partir d’UDP-glucose. Il a longtemps été 

suggéré que la production d’UDP-glucose avait lieu directement au niveau de la membrane 

plasmique sous l’action d’une forme plasmalémmique de la SuSy (Amor et al., 1995). Depuis 

ces travaux, cette hypothèse est fortement débattue dans la littérature (Kumar et al., 2015). Ainsi 

chez Arabidopsis thaliana, le quadruple mutant sus1-4 ne présente pas de défaut de contenu en 

cellulose (Barratt et al., 2009). De même chez le peuplier, l’analyse des plantes mutées dans 

l’expression des gènes SuSy montre que ces gènes ne sont pas essentiels pour la synthèse de 

cellulose mais auraient plutôt un rôle plus large permettant de réguler la quantité de carbone 

nécessaire à la formation des composés pariétaux (Gerber et al., 2014). Chez le peuplier, la 

source principale d’UDP-glucose résulterait de l’activité de l’invertase neutre cytosolique 

(Rende et al., 2017). Chez Arabidopsis, malgré la production d’un double mutant cinv1cinv2, 

aucune preuve d’un mécanisme similaire n’a à ce jour été apportée (Barratt et al., 2009). 

Après la cellulose, les hémicelluloses, principalement sous la forme de xylanes dans la paroi 

secondaire, représentent le deuxième type de polysaccharide le plus abondant chez les plantes. 

Les xylanes sont des polymères de xyloses associés par des liaisons β-1,4 qui présentent une 

variabilité de structure importante due notamment à la présence de nombreuses substitutions 

(i.e groupement acétyle, résidus d’acide glucuronique, d’acide 4-O-méthylglucuronique ou 

d’arabinose) (Rennie et al., 2014). L’UDP-xylose qui est utilisé pour la synthèse des xylanes 

est synthétisé dans le cytosol selon les réactions suivantes : 

 

 

 

 

 

 

L’UDP-xylose est ensuite transporté dans l’appareil de Golgi par des transporteurs 

d’UDP-xylose (UXT) pour la synthèse des xylanes (Zhao et al., 2018). Dans la hampe florale 

d’Arabidopsis thaliana les hémicelluloses présentes sont principalement sous forme de xylanes 

et de mannanes (Kim and Daniel, 2012a et b). 
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1.1.4. Synthèse de l’amidon 

L’amidon est un polymère de glucoses assemblés entre eux par des liaisons -1,4. La 

synthèse d’amidon, qu’elle se déroule de façon transitoire (dans les feuilles) ou dans des 

organes de réserve (graines) est basée sur le même schéma et fait intervenir plus d’une 

quarantaine d’enzymes (pour revue voir Stitt and Zeeman, 2012). Au cours de la journée, les 

substrats nécessaires à la synthèse d’amidon sont produits majoritairement dans le chloroplaste, 

directement à partir du cycle de Calvin-Benson. Ainsi, le fructose-6-phosphate (F6P) permet la 

production de glucose-6-phosphate (G6P) sous l’action de la phosphoglucose isomerase (PGI) 

qui est à son tour transformé en glucose-1-phosphate (G1P) sous l’action de la phosphoglucose 

mutase (PGM). Ce dernier servira de substrat pour l’ADP-glucose phosphorylase permettant sa 

conversion en ADP-glucose, le substrat utilisé pour la synthèse d’amidon (Stitt and Zeeman, 

2012). L’amidon est la forme de stockage majoritaire dans les organes sources et sert de réserve 

d’énergie et de carbone pour la plante. Durant la nuit, le stock d’amidon est dégradé en maltose, 

glucose et glucose-1-phosphate dans le chloroplaste puis le glucose et le maltose sont exportés 

dans le cytosol (Zeeman et al., 2007 cité par Granot et al., 2013). L’hydrolyse d’amidon la nuit 

permet ainsi de maintenir la production de sucres solubles en l’absence d’énergie lumineuse et 

assure ainsi une continuité dans l’export de saccharose jusqu’aux organes puits (Geiger and 

Servaites, 1994).  

 

1.2 Le transport des sucres 

 

1.2.1 Organe source versus organe puit 

Un organe est qualifié de source lorsque sa production de sucre est excédentaire par 

rapport à ses besoins. Dans ce cas, l’excédent de sucres produits est exporté vers les autres 

organes, c’est le cas par exemple des feuilles adultes (Figure 2). A contrario lorsqu’un organe 

ne produit pas suffisamment de sucres pour assurer sa croissance alors il est qualifié de puits, 

c’est-à-dire qu’il importe des sucres provenant des organes sources, c’est le cas par exemple 

des fruits ou des racines (Figure 2). 

Dans une feuille mature (organe source), le saccharose synthétisé est chargé dans le 

phloème des veines mineures. Cette étape de chargement dépend de plusieurs mécanismes : le 

transport symplasmique (avec ou sans piégeage moléculaire) et le transport apoplasmique (via 

l’action de transporteurs) (Figure 2). Le symplasme désigne le continuum intracellulaire formé 

par les cytoplasmes des cellules reliés entre eux par des plasmodesmes et permet le transport 
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d’éléments nutritifs, de petits ARNs et de particules virales entre les cellules (Sager and Lee, 

2014). Le transport symplasmique des sucres dépend donc du gradient de concentration de 

sucres existant entre les cellules. Dans le cas d’un chargement symplastique, le saccharose va 

diffuser de manière passive des cellules du parenchyme phloémien vers les cellules compagnes 

via les plasmodesmes. Ceci implique donc l’existence d’une forte concentration en saccharose 

dans les cellules du mésophylle par rapport aux cellules compagnes phloémiennes. Ce type de 

transport peut être associé à un mécanisme de « piégeage moléculaire » où les molécules de 

saccharose sont condensées pour former du raffinose ou du stachyose, qui du fait de leur taille 

se trouvent piéger à l’intérieur de la cellule compagne. Ce procédé permet de maintenir un 

gradient de « saccharose » sans pour autant nécessiter de fortes concentrations en saccharose 

dans les cellules du mésophylle. Ce sont alors ces triholosides et tétraholosides qui sont 

transportés dans le phloème vers les organes puits (Rennie and Turgeon, 2009). L’apoplasme 

désigne quant à lui l’espace intercellulaire entre les parois pecto-cellulosiques des cellules 

voisines. Le transport apoplasmique est assuré par diffusion passive non sélective ou par 

l’action de transporteurs actifs ou passifs. Dans le cadre du chargement du phloème, le 

saccharose, produit dans le cytosol des cellules du mésophylle des organes photosynthétiques 

est exporté dans l’apoplasme avant d’être chargé dans les cellules compagnes puis dans les 

tubes criblés du phloème par diffusion ou par l’action de transporteurs tels que les membres de 

la famille des transporteurs SUC/SUT ou SWEET (Durand et al., 2018). Le saccharose est 

ensuite déchargé dans les cellules hétérotrophes que l’on qualifie de puits soit par l’action des 

plasmodesmes spécialisés comme dans le cas de la racine (Ross-Elliott et al., 2017) soit par 

l’action de transport actif lorsque la concentration dans la cellule puit est supérieure à la 

concentration dans les cellules de phloème (Durand et al., 2018).  

Le transport du saccharose des organes sources vers les organes puits se déroule ensuite 

dans le phloème de transport qui se caractérise par la présence de cellules compagnes moins 

volumineuses et la présence de tubes criblées de tailles plus importantes (Van Bel et al., 2003, 

Figure 2). Lors de ce transport à longue distance, une fraction du saccharose s’échappe du 

phloème. Une partie sert à alimenter en squelettes carbonées les tissus puits environnants, 

comme le cambium et le xylème et ainsi assurer leur prolifération et leur croissance (De 

Schepper et al., 2013, Figure 2), et une autre partie est réabsorbée au sein du phloème (Hafke 

et al., 2005 ; Minchin et al., 1984 ; Minchin et Thorpe, 1987). Même si les acteurs moléculaires 

impliqués dans la fuite de saccharose le long du phloème ne sont pas identifiés, les facilitateurs 

de transport de saccharose de type SWEETs sont des candidats plausibles (Ludewig and Flügge, 
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2013). Le processus de récupération du saccharose dans le phloème pourrait être réalisé par 

l’intermédiaire de co-transporteurs de saccharose/H+ (SUC) selon un mécanisme semblable à 

celui se déroulant dans le phloème de chargement (Ayre, 2011 ; Gould et al., 2012). 

 

Enfin, le saccharose est déchargé dans les organes puits. Cette étape implique souvent 

des étapes de transport symplastique (Patrick, 1997). Ainsi dans la racine, le déchargement du 

saccharose se déroulerait par l’intermédiaire de plasmodesmes spécialisés, qualifiés de 

plasmodesmes « entonnoirs » (funel plasmodesmata) qui sont spécifiquement localisés entre 

les tubes criblés du protophloème et les cellules du péricycle (Ross-Elliott et al., 2017). La 

question de savoir si ces plasmodesmes spécialisés existent aussi dans d’autres organes puits 

ou est spécifique de la racine reste ouverte. Au-delà de la zone de déchargement du phloème, 

le mode de transport utilisé par les sucres varie selon le type de puits et son stade de 

développement. Ainsi dans la graine, le transport des sucres après le déchargement du phloème, 

au niveau de la chalaze, est assuré par l’action successive de plusieurs transporteurs de type 

SWEETs, dont SWEET11, SWEET12 et SWEET15 (Chen et al., 2015).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Transport de sucres entre les organes sources et les organes puits  

Représentation du transport d’eau et d’éléments minéraux médié par le xylème (en bleu) et le 

transport d’éléments nutritifs médié par le phloème (en jaune) avec une représentation du 

chargement et du déchargement du phloème avec le transport du saccharose entre les cellules 

(flèches noires), les transporteurs de sucres (ronds rouges) et les plasmodesmes (pd) (Adaptée 

d’après Dinant et al., 2008). 
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1.2.2 Le cas particulier de la hampe florale 

On peut ainsi voir les végétaux comme un système complexe d’organes sources et puits. 

Certains organes comme les feuilles débutent leur développement en étant des puits pour le 

saccharose et deviennent ensuite des sources. A l’inverse, les graines peuvent être considérées 

uniquement comme des organes puits tout au long de leur développement. Mais qu’en est-il du 

statut de la hampe florale ? Chez la moutarde blanche, une augmentation de saccharose dans la 

sève phloémienne a été observée au moment de la transition florale, suggérant que la hampe 

florale est un puit fort dont les besoins en sucres sont très importants afin d’assurer la production 

des nouveaux organes (Lejeune et al., 1993). Des études plus récentes utilisant du dioxyde de 

carbone marqué au 14C et une technique d’imagerie radio-isotopique en temps réel ont permis 

de montrer que jusqu’à la production des premières fleurs, les principales sources de 

photosynthétats de la hampe florale sont les feuilles de la rosette. Une fois les premières fleurs 

développées, la hampe florale devient la principale source de photosynthétats, devenant ainsi 

un organe source (Ohmae et al., 2013 ; Sugita et al., 2016). Ces résultats ont été récemment 

confirmés par Durand et al. (2018) qui a réalisé, chez Arabidopsis thaliana, une étude de 

l’allocation du carbone et de la régulation des relations sources-puits dans les différents organes 

(feuilles de rosette, hampe florale et racines) du stage végétatif au stade reproducteur. De plus, 

il a été suggéré que les feuilles caulines, présentent sur la hampe florale, qui sont 

photosynthétiquement actives, pourraient contribuer à une large proportion de carbone utilisé 

par les fleurs et les siliques (Earley et al., 2009). La hampe florale, tout comme les feuilles de 

la rosette, a donc un double statut étant puits au début de son développement puis source. Enfin, 

bien que la notion de source-puits soit majoritairement utilisée à l’échelle de l’organe, il est 

important de préciser également que certains tissus sont considérés comme des puits, c’est le 

cas par exemple des tissus méristématiques comme le procambium/cambium présent dans les 

tiges (De Schepper et al., 2013). Qu’en est-il du statut du xylème au cours de son développement 

et notamment pendant la synthèse de la paroi secondaire qui nécessite un apport important de 

squelettes carbonés ? Et quels sont les acteurs moléculaires impliqués dans le transport de 

sucres dans ce tissu ? Répondre à ces questions, qui restent largement inexplorées, pourrait 

permettre de mieux intégrer l’allocation du carbone aux différentes échelles d’organisation (i.e. 

plante entière, organe, tissus). 
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1.2.3 Les familles de transporteurs de sucres 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

Le transport des sucres est assuré par des transporteurs organisés en deux grandes 

familles :  

(1) Les MFS (Major Facilitator Superfamily) (pour revue Nino-Gonzalez et al., 2019) 

comprenant notamment :  

➢ La famille des SUC/SUT (Sucrose Carrier/Sucrose Transporter) 

➢ La famille des MSTs (Monosaccharides Transporters) comprenant :  

i. les STP (Sugar Transporter Family),  

ii. les ERD6-like (Early Response to Dehydration6-like),  

iii. les TST (Tonoplastic Sugar Transporter),  

iv. les PMT (Polyol/Monosaccharide Transporter),  

v. les PGlcT (Plastidic Glucose Translocator),  

vi. les VGT (Vacuolar Glucose Transporter) et  

vii. les INT (Inositol Transporter).  

(2) La famille des transporteurs de type SWEET (Sugar Will Eventually Be Exported 

Transporter) (Chen et al., 2013). 

Figure 3 : Représentation des familles de transporteurs de sucres localisées dans 

la hampe florale d’Arabidopsis thaliana (Adaptée d’après Doidy et al., 2012) 
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Dans le cadre d’une revue plus large sur le transport latéral des solutés qui a été publiée 

dans l’équipe cette année (Aubry et al., 2019), j’ai fait une synthèse des différents transporteurs 

pouvant être impliqués dans les échanges de sucres au niveau de la hampe florale, en se basant 

sur leurs patrons d’expression chez Arabidopsis thaliana ou chez des espèces ligneuses. (Figure 

5). Ce sont uniquement ces familles de transporteurs que je vais détailler ci-après.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Localisation tissulaire des transporteurs de sucres dans le système vasculaire 

de la hampe florale d’Arabidopsis thaliana 

Représentation schématique des cellules retrouvées dans le phloème avec CM : cellule de 

mésophylle ; CP : cellule de parenchyme ; CC : cellule compagne ; TC : Tube criblé ; et des 

cellules retrouvées dans le xylème avec V : vaisseau ; F : fibre. Représentation schématique des 

sucres (en rouge), des transporteurs de type-SWEET (en vert) et des transporteurs actifs de 

type-SUC (en jaune) (Adaptée d’après Aubry et al., 2019). 
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1.2.3.1 Les transporteurs de saccharose (SUC/SUT) 

Les membres de la famille SUC/SUT, qui sont au nombre de 9 chez Arabidopsis thaliana, 

assurent le transport du saccharose contre le gradient de concentration grâce à la force 

protomotrice (Sauer, 2007). Ils sont exprimés dans différents tissus et type cellulaires et ont été 

décrit comme étant impliqués dans le chargement et le déchargement du phloème (Milne et al., 

2017).  

Chez Arabidopsis thaliana le symporteur ; saccharose :H+, AtSUC2, est localisé dans les 

cellules compagnes du phloème des feuilles et de la hampe florale (Truernit and Sauer, 1995, 

Figure 4) et contribue au chargement du saccharose dans le phloème, permettant ainsi son 

export vers les organes puits (Sauer and Stolz, 1994 ; Stadler and Sauer, 1996 ; Gottwald et al., 

2000). Il a également été suggéré que ce transporteur était impliqué dans le rechargement du 

saccharose s’échappant lors du transport à longue distance des sucres dans le phloème des 

organes de transport, comme la hampe florale chez Arabidopsis thaliana (Srivastava et al., 

2008) ou l’entre-nœud de maïs (Julius et al., 2017). De plus, un rôle de AtSUC2 dans le 

déchargement du saccharose dans les organes puits comme la racine a également été suggéré 

(Durand et al., 2018). Chez le peuplier, le transporter de saccharose PttSUT3, un orthologue de 

AtSUC2, est quant à lui impliqué dans le transport du saccharose au moment de la formation 

de la paroi secondaire des cellules du bois (Mahboubi et al., 2013). Chez le sorgho (Sorghum 

bicolor), SbSUT1 et SbSUT5 sont tous deux localisés à la membrane plasmique des tubes criblés 

de protophloème ainsi que dans les parenchymes de réserve (Milne et al., 2017). A un stade de 

développement précoce d’un entre-nœud, les protéines SUTs présentes dans les tubes criblés 

du protophloème permettraient ainsi l’export de saccharose hors des cellules de phloème 

médiée par la force promotrice des cellules compagnes voisines (Milne et al., 2017). A un stade 

de développement plus tardif, les SUTs, excepté SUT4 : un transporteur vacuolaire ; 

permettraient de décharger le saccharose dans les cellules de parenchymes de réserves (Milne 

et al., 2017).  

1.2.3.2 Les transporteurs SWEET 

Les gènes de la famille des SUGAR WILL EVENTUALLY BE EXPORTED 

TRANSPORTERS (SWEET) codent pour des protéines transmembranaires permettant le 

transport facilité des sucres selon le gradient de concentration (Chen et al., 2010). Un gène 

SWEET est présent chez les bactéries et les mammifères, deux SWEET sont présents chez la 

drosophile (Drosophila melanogaster). Le génome du ver Caenorhabditis elegans compte sept 

gènes. Au contraire, le nombre de gènes SWEET dans le génome des végétaux est beaucoup 
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plus important et varie selon les espèces (Chen et al., 2010 ; Yuan et al., 2014). Il existe ainsi 

17 gènes chez Arabidopsis thaliana, 21 gènes chez le riz (Oryzae sativa) et chez le peuplier 

(Chen et al., 2010, Tableau III). Ces gènes sont généralement répartis en quatre clades selon le 

type de substrat transporté (Baker et al., 2012; Yuan et al., 2014 ; Eom et al., 2015). Il s’agit de 

facilitateurs permettant le transport de sucres selon le gradient de concentration au niveau de la 

membrane plasmique ou du tonoplaste. Contrairement aux autres membres de la superfamille 

des MFS, les transporteurs SWEETs sont des protéines à 7 domaines transmembranaires qui 

doivent former des homo-oligomères et/ou des hétéro-oligomères pour créer un pore 

fonctionnel (Xuan et al., 2013). Chez Arabidopsis thaliana, il a été montré que les protéines 

SWEETs transportent majoritairement du saccharose, du glucose et/ou du fructose (Chen et al. 

2010 ; Klemens et al., 2013 ; Chardon et al., 2013 ; Le Hir et al., 2015). Une étude de 

cristallographie a mis en évidence l’existence de deux tailles de port permettant le transport de 

(1) diose de type saccharose, ou (2) d’hexoses (fructose ou glucose) (Xuan et al., 2013). Une 

étude effectuée sur AtSWEET1 a étendu la capacité de transport de ce facilitateur au mannose 

et au galactose (Chen et al., 2010). De plus, une récente étude portant sur AtSWEET13 et 

AtSWEET14 a mis en évidence leur capacité à transporter des régulateurs de croissance, à savoir 

des gibbérellines (Kanno et al., 2016). Chez le riz les transporteurs OsSWEET1, OsSWEET4, 

OsSWEET5 et OsSWEET15 sont également capables de transporter du galactose (Yuan et al., 

2014). Ces études suggèrent que les SWEETs ne sont sans doute pas restreints à transporter des 

sucres simples de type glucose, fructose et/ou saccharose et pourraient être capables de 

transporter des molécules plus complexes. 

Chez Arabidopsis thaliana, la caractérisation fonctionnelle des lignées dérégulées dans 

l’expression de certains gènes appartenant à la famille des transporteurs SWEETs a permis de 

suggérer un rôle de ces gènes dans la nutrition du pollen (SWEET8 et SWEET12), la sécrétion 

du nectar (SWEET9), la nutrition de l’embryon (SWEET11, SWEET12 et SWEET15), le 

chargement du phloème (SWEET11 et SWEET12), la séquestration du carbone dans le cadre de 

l’interaction Arabidopsis-Phytium (SWEET2), la tolérance au froid (SWEET16) ou la 

modulation du contenu en fructose des vacuoles des feuilles (SWEET17) (Pour revue Chen et 

al., 2015) (Tableaux IIA, IIB et III). Au cours de ma thèse, j’ai réalisé une synthèse 

bibliographique des SWEET retrouvés dans les différentes espèces végétales. J’ai représenté 

sous forme de tableau les rôles connus des différents SWEET ((Tableaux IIA, IIB). 
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NOM Espèce végétale SWEETs Références bibliographiques 

At Arabidopsis thaliana 17 Chen et al., 2010 ; 2012 ; 2015 (AtSWEET11,12,15) ; Le Hir et al., 
2015 (AtSWEET11, 12); Chardon et al., 2013 (AtSWEET17) ; 
Klemens et al., 2013 (OE SWEET16); Guo et al., 2013 
(AtSWEET17) ; Seo et al, 2011 (SAG29) ; Kanno et al, 2016 
(AtSWEET13,14) ; Dhandapani et al, 2017 (AtSWEET2) 

Os Oryzea sativa (rice) 21 (12 chr) Streubel et al, 2013 ; Yuan et Wang 2013, Anthony et al, 2010 
(Os11N3) 

Zm Zea mays (maize)   

Mt Medicago trurcatula 28 Kryvoruchko et al., 2016 

Lj Lotus japonicus 13 Sugiyama et al., 2016 (LjSWEET3) 

Cs Cucumis sativus 
(cucumber) 

 Hu et al, 2017 

Cla Citrullus lanatus 
(watermelon) 

 Hu et al, 2017 

Cm Cucumis melo (melon)  Hu et al, 2017 

Sl Solanaceae lycopersicum 
(tomato) 

29 / 31 Feng et al, 2015 ; Asai et al, 2015 

 Citrus sinensis (orange)  Zheng et al., 2014 

Md Maluce domestica (apple) 25 Wei et al., 2014 

Gm Glycine Max (Soybean) 52 (15 chr) Patil et al., 2015 

Ib Ipomoea batatas Lam 
(Sweet Potato) 

 Li et al., 2017 

Ps Pisum sativum (pea)  Dhandapani et al., 2017 

Hv Hordeum vulgare (barley)  Mascher et al, 2017 

 Triticum (weat)   

 Poplar (Populus) 21  

Me Cassava  Cohn et al, 2014 (SWEET10a) 

Vv Vitis vinefera 17 Chong et al., 2014 

Ph Petunia hybrida  Ge et al, 2000 ; 2001 (NEC1) 

Pb Pyrus bretschneideri 
(chinese white pear) 

18 (15 on 
17chr) 

Li et al, 2017 

Pp peach 17 Li et al, 2017 

Pm Japonese apricot 11 Li et al, 2017 

Fv Woodland strawberry 10 Li et al, 2017 

Gh Gossupium hirsutum spp. 
Cotton 

 Cox et al, 2017 (GhSWEET10) 

Ma Musa acuminata Banana 25 Miao et al, 2016 

Sb Sorghum (Sorge) 23 Mizuno et al, 2016 

Tableau III : Synthèse bibliographique du nombre de gènes SWEETs retrouvés chez les plantes 
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2. Le système vasculaire chez les Angiospermes 

Le transport à longue distance des sucres produits dans les organes sources vers les organes 

puits a lieu dans un tissu extrêmement spécialisé, le phloème. A ce transport à longue distance 

des sucres vient s’ajouter le transport d’eau et d’éléments minéraux des racines vers les parties 

aériennes à travers le xylème. Le xylème permet également d’apporter à la plante un support 

structural afin d’assurer son port érigé (Heo et al., 2014). Le phloème et le xylème et leur assisse 

génératrice, le procambium/le cambium, forment le système vasculaire chez les végétaux 

supérieurs (Eames and MacDaniels, 1947). Dans cette partie, nous aborderons dans un premier 

temps comment le système vasculaire s’organise à l’échelle de la plante entière et des organes 

et dans un second temps, je reviendrai sur la structure et le développement des différents types 

cellulaires composant le système vasculaire à l’échelle de la cellule. 

2.1. Organisation du système vasculaire à l’échelle de la plante entière et de l’organe 

 

La formation du système vasculaire débute dès l’embryogenèse selon une polarité apico-

basale de l’embryon. Durant les stades précoces de l’embryogenèse, l’organogenèse, c’est-à-

dire la mise en place de la racine, de la tige et des cotylédons, se superposent à l’histogenèse, 

c’est-à-dire la formation des cellules précurseurs des différents tissus dont le procambium. Nous 

reviendrons plus tard sur les acteurs moléculaires impliqués dans la mise en place du 

procambium et des autres types cellulaires du système vasculaire. Après l’embryogenèse, le 

méristème apical caulinaire (MAC) produit les feuilles. Chaque feuille est connectée au système 

vasculaire existant par une ou plusieurs traces foliaires (Dengler, 2001). A cette organisation se 

superpose la phyllotaxie, c’est-à-dire l’ordre dans lequel est produit les feuilles (Dengler et al., 

2006). La description des connexions du système entre les différents organes a été réalisée au 

cours des premiers stades de développement de la plantule d’Arabidopsis thaliana (Busse and 

Evert, 1999), et au cours de la phase reproductive grâce à l’utilisation de la lignée pATHB8:GUS 

qui est un marqueur du procambium (Kang et al., 2003). Ainsi, bien que l’organisation du 

système vasculaire diffère d’un organe à l’autre, une continuité entre la partie racinaire et à la 

partie aérienne est observée (Esau, 1965).  
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Figure 5 : Organisation du système vasculaire dans les différents organes chez l’espère 

modèle Arabidopsis thaliana (Adaptée d’après Campbell and Turner, 2017) 
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La racine se compose d’une zone méristématique, d’une zone d’élongation et d’une zone 

de maturation (Lucas et al., 2013). Le système vasculaire est un cylindre central composé de 2 

pôles de phloème et de 2 pôles de xylème selon une organisation diarche (Lucas et al., 2013, 

Campbell and Turner, 2017 ; Figure 5). Du fait de la relative simplicité de son organisation, la 

racine a été intensivement utilisé comme modèle d’étude afin de déterminer les étapes de 

développement du système vasculaire et les régulations moléculaires impliqués dans ces 

mécanismes (Cano-Delgado et al. 2010; Scarpella and Helariutta 2010, Lucas et al., 2013) 

Les feuilles, quant à elles, comportent un réseau de veines interconnectées composées de 

cellules de phloème, de xylème, de parenchymes, de sclérenchymes et de fibres (Lucas et al., 

2013). Les tissus vasculaires sont organisés en faisceaux composés d’un massif de phloème 

surmontant un massif de xylème et sont entourés d’une gaine périvasculaire qui les sépare des 

tissus parenchymateux adjacents (Campbell and Turner, 2017 ; Figure 5). Les veines sont 

classées en fonction de leurs tailles et de la nature des tissus adjacents (Nelson and Dengler, 

1997 cité par Lucas et al., 2013). Les veines majeures (primaires et secondaires) sont entourées 

de parenchymes tandis que les veines mineures (tertiaires ou quaternaires) sont entourées de 

mésophylle (Esau, 1965a cité par Lucas et al., 2013). Les veines majeures sont les plus larges 

et assurent ainsi le transport d’eau et de métabolites tandis que les veines mineures plus fines 

assurent essentiellement le chargement du phloème (Haritatos et al., 2000, Lucas et al., 2013). 

La hampe florale possède, quant à elle, une disposition des tissus vasculaires plus complexe 

que celle de la racine et de la feuille (Aubry et al., 2019). Chez l’espèce modèle Arabidopsis 

thaliana, la hampe florale porte les inflorescences latérales, les siliques et les fleurs et assure le 

transport d’éléments nutritifs et d’eau à longue distance à travers le système vasculaire (Sanchez 

et al., 2012). Tous les tissus vasculaires des parties aériennes se développent à partir du 

méristème apical caulinaire, contrairement à la racine et à l’hypocotyle. Ces derniers 

proviennent des tissus provasculaires formés durant l’embryogènèse (Campbell et Turner, 

2017). Ainsi dans la hampe florale, on trouve plusieurs faisceaux cribro-vasculaires (8-10 en 

moyenne) reliés entre eux par des fibres interfasciculaires. Chaque pôle cribro-vasculaires de 

la hampe florale résulte de la combinaison complexe de plusieurs traces foliaires (Kang et al., 

2003) et est organisé de manière collatérale avec le xylème primaire localisé à proximité de la 

moelle, le phloème primaire localisé à l’extérieur du faisceau (Zhong et al., 1999) et le 

procambium séparant ces deux tissus (Figure 5). Enfin, les faisceaux cribro-vasculaires sont 

reliés entre eux par des fibres interfasciculaires (Altamura et al., 2001). Le ratio de cellules de 

xylème par rapport aux cellules de phloème est constant le long de la circonférence et permet 
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ainsi de maintenir une forme cylindrique de la hampe florale (Spicer and Groover, 2010). Si la 

production de cellules de xylème est accélérée dans certaines régions cambiales, la forme de la 

hampe florale est alors aplatie (Basson et Bierhorst, 1967). Cette organisation vasculaire est 

observée par exemple chez les lianes ce qui leur confère un avantage mécanique dans un habitat 

en hauteur tel que le leur (Spicer et Groover, 2010). 

Récemment, une classification du type de pôles cribro-vasculaires dans la hampe florale 

d’Arabidopsis thaliana a été établie (Park et al., 2015, Figure 6B). Ces travaux ont mis en 

évidence l’existence de trois types de pôles. Les pôles cribro-vasculaires de formes triangulaires 

permettraient d’alimenter la totalité de la hampe florale principale (Main Inflorescence Stem 

connexions). A l’approche d’un entre-nœud supportant une inflorescence latérale, on peut 

également observer des pôles de forme irrégulière composés de plusieurs pointes xylémiennes, 

ce sont les pôles de type-B (Branching Stem Connexions). Enfin, entre chaque pôle B, un 

faisceau cribro-vasculaire de plus petite taille et de forme plus arrondie permettant d’alimenter 

les feuilles caulines sous-jacentes et qualifié de pôle de type-L, est observé (Cauline Leave 

Connexions) (Park et al., 2015). Bien qu’une étude a décrit l’organisation du système vasculaire 

de la hampe florale d’Arabidopsis thaliana en analysant les embranchements des entre-nœuds 

de la hampe florale (Altamura et al., 2001), les détails sur leur organisation spécifique et leurs 

fonctions ne sont pas connus.  

Au sein d’un organe, l’organisation des tissus vasculaires est contrôlée par l’activité de 

certains facteurs de transcription. Ainsi, lors de mutations dans des gènes de type MYB (Waites 

et al., 1995, 1998), PHB (McConnell et al., 2001) et AVB1 (Ye, 2002) un phénotype de xylème 

entourant le phloème a été observé chez les feuilles (Waites et al., 1995, 1998 ; McConnell et 

al., 2001) et dans la hampe florale (Zhong et al., 1999 ; Ye, 2002). De plus, le facteur de 

transcription REVOLUTA, appartenant à la classe III des HD-ZIP, détermineraient la polarité 

des faisceaux cribro-vasculaires et assureraient l’organisation collatérale (Emery et al., 20013). 

De nombreuses phytohormones sont également impliquées dans ces processus, notamment 

l’auxine qui jouerait un rôle crucial dans la mise en place des pôles vasculaires de la hampe 

florale (Aloni et al., 1987 ; Gälweiler et al., 1998 ; Ibanes et al., 2009 ; Fabregas et al., 2015). 

Ainsi, les lignées mutées dans l’expression des gènes codant pour les transporteurs d’influx 

d’auxines AUX/LAX présentent moins de pôles cribro-vasculaires dont l’espacement est plus 

important (Fabregas et al., 2015).  
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Figure 6 : Représentation schématique de l’organisation du système vasculaire dans les 

différents organes chez Arabidopsis thaliana 

Connexion du système vasculaire dans la feuille, la hampe florale et la racine (A). Classification 

des faisceaux cribro-vasculaires de la hampe florale (B) avec des pôles de type-M pour « Main 

inflorescence stem connexion » (Connexion des pôles vasculaires de la hampe florale 

principale, de forme triangulaire en jaune) ; de type-B pour « Branching stem connexion » 

(Connexion aux pôles vasculaires des inflorescences latérales formés de deux pointes 

xylémiennes en rouge) et de type-L pour « Cauline Leave connexion » (Connexion aux pôles 

vasculaires des feuilles caulines de forme arrondie en vert). (C) Section basale de hampe florale 

(échelle : 200 µm) représentant les trois types de pôles vasculaires (M, B et L) avec un cercle 

rouge regroupant deux pôles B entourant un pôle L, représentant la position de 

l’embranchement d’une inflorescence latérale avec la feuille cauline sous-jacente (Adaptée 

d’après Park et al., 2015). 
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A l’inverse les lignées mutées dans l’expression des gènes codant pour les transporteurs 

d’efflux d’auxine PIN1 et PIN2 présentent un plus grand nombre de faisceaux cribro-

vasculaires et une augmentation de la différentiation du xylème (Ibanes et al., 2009). Ainsi la 

mise en place des gradients d’auxine à travers l’action coordonnée des transporteurs d’influx et 

d’efflux d’auxines est important pour déterminer la position des pôles cribro-vasculaires mais 

également leur espacement au sein de la hampe florale. De plus, les brassinostéroïdes, 

identifiées la première fois pour leur implication dans l’élongation de la hampe florale (Grove 

et al., 1979, Mandva, 1988 cités par Cano-Delgado et al., 2004), sont également impliquées 

dans la mise en place du nombre de faisceaux cribro-vasculaires de la hampe florale et agiraient 

en stimulant les divisions du procambium (Ibanes et al., 2009). Enfin, le nombre de pôle cribro-

vasculaires serait sous le contrôle des cytokinines. En effet, la mutation dans des gènes 

impliqués dans la biosynthèse des cytokinines entraîne une réduction de 50% du nombre de 

pôles vasculaires (Matsumoto-Kitano et al., 2008).  

 

2.2. Structure et développement du système vasculaire 

 

2.2.1. Le procambium et le cambium 

 

2.2.1.1. Structure et fonction 

Le procambium est un tissu méristématique composé d’une assise de cellules non 

différenciées qui assure le développement des cellules de phloème et de xylème primaire 

(encore appelé protophloème et protoxylème) (Esau, 1997 ; Larson 1994 ; Schuetz et al., 2012, 

Figure1A) grâce à des divisions périclines (Esau, 1997 ; Larson 1994 ; Figure 7A). A cette 

croissance primaire s’ajoute une croissance secondaire ou croissance radiale qui est assuré par 

l’activité du cambium vasculaire et la production de métaphloème et de métaxylème (Spicer 

and Groover, 2010). La prolifération des cellules de procambium ou de cambium se fait, quant 

à elle, grâce à des divisions anticlines (Figure 7A).  Les cellules procambiales et cambiales sont 

composées d’un cytoplasme dense (Esau, 1965a, Nelson and Dengler 1997, Lucas et al., 2013) 

et présente une forme étroite et allongée (Kang et al., 2007 ; Etchells et al., 2013). A l’œil nu, 

il est difficile de différencier les cellules souches de procambium, des cellules précurseurs de 

phloème ou de xylème (Lucas et al., 2013). Cependant l’identification de certains des acteurs 

moléculaires impliqués dans la production et la prolifération de ces cellules (ex : WOX4, PXY, 

ATHB8, ANT, PEAR1) a permis la création de lignées marqueurs fluorescents, rendant ainsi 

l’identification de ces cellules plus aisée (Smetana et al., 2019). 
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Figure 7 : Organisation cellulaire des tissus vasculaires chez Arabidopsis thaliana 

Procambium (A) ; Phloème (B) ; Xylème (C) avec ES : éléments de sève, CC : cellules 

compagnes, P : plasmodesmes, CP : cellules de parenchymes, V : vaisseau, F : fibre (d’après 

Spicer and Groover, 2010 et Schuetz et al., 2012) 

 

2.2.1.2. Acteurs impliqués dans la maintenance et la prolifération des cellules 

souches 

La maintenance et la prolifération des cellules procambiales/cambiales sont sous le contrôle 

de nombreux acteurs moléculaires et hormonaux. Au stade embryonnaire l’initiation du 

procambium au niveau de la racine résulte d’une balance entre les concentrations d’auxine et 

de cytokinines et fait intervenir de nombreux acteurs tel les facteurs de transcription 

MONOPTEROS (MP) et TARGET OF MONOPTEROS5/LONESOME HIGHWAY 

(TMO5/LHW) et l’enzyme de la biosynthèse des cytokinines LONELY GUY4 (LOG4) (De 

Rybel et al., 2014). Le transport polarisé d’auxine est régulé par le gène KANADI (KAN) 

exprimé dans le phloème qui permet de restreindre le transport polarisé de l’auxine (PAT) au 

procambium et au tissu de xylème en développement (Schuetz et al., 2012, Figure 5A). Les 

gènes appartenant à la famille des HD-ZIP localisés dans le xylème permettent de réguler 

positivement le transport polarisé de l’auxine et favorisent le développement du xylème 

(Schuetz et al., 2012, Figure 8A). Ces gènes HD-ZIP sont maintenus par l’auxine et par des 

régulations post-transcriptionnelles médiée par les microARN 165 et 166 (Figure 8A). Le gène 

MONOPTEROS (MP) active l’expression du transporteur d’auxine PIN1 et du gène HD-ZIP 

ATHB8. L’activation d’ATHB8 par les gènes MP entraîne la différenciation des cellules souches 

du procambium. Une autre voie de signalisation a récemment été mise en évidence (Etchells et 

al., 2010). Des peptides CLAVATA3/EMBRYO SURROUNDING REGION (CLE) CLE/TDIF 

d’origine phloèmienne diffusent dans l’apoplasme jusqu’aux cellules méristématiques ou ils 
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sont pris en charge par les récepteurs PHLOEM INTERCALATED WITH XYLEM / 

TRACHEARY ELEMENT DIFFERENCIATION INHIBITORY FACTOR TDIF receptor 

PXY/TDR spécifiquement exprimées dans les cellules procambiales (Fisher and Turner, 2007 ; 

Hirakawa et al., 2008 ; Etchells and Turner., 2010 ; Schuetz et al., 2012, Figure 8B).  La voie 

de signalisation de PXY/TDR entraîne la polarisation des cellules de procambium et favorise les 

divisions périclines (Etchells et Turner, 2010, Schuetz et al., 2012). Le modèle pour lequel le 

recepteur PXY localisé dans le procambium reçoit une information de la cellule phloèmienne 

voisine concorde avec les études menées chez C elegans pour lequel un signal WNT provenant 

des cellules adjacentes contrôle l’orientation des divisions cellulaires (Goldstein, 1995, 

Schlesinger et al., 1999). La voie de signalisation de PXY/TDR active également le gène 

WUSCHEL RELATED HOMEOBOX WOX4 (Hirakawa et al., 2010) impliqué dans la 

prolifération des cellules procambiales et permet le maintien des cellules souches en inhibant 

la différenciation du xylème (Schuetz et al. 2012, Etchells et al., 2013, Figure 9B).  

2.2.2. Le phloème 

Le phloème est un tissu complexe composé de cellules de petites tailles et qui se situe 

profondément dans les tissus. Il se compose de trois types cellulaires : les cellules compagnes 

(CC), les tubes criblés (TC) et les cellules de parenchyme phloémien (PP).  

 

2.2.2.1. Structure et fonction 

 

➢ Les cellules compagnes 

Les cellules compagnes sont des cellules de parenchymes spécialisées accolées aux 

éléments criblés. Ces cellules ont la particularité d’avoir un cytoplasme dense avec de 

nombreux plastes, mitochondries et ribosomes (Cronshaw, 1981). L’utilisation récente de 

marqueurs subcellulaires fluorescent a permis de décrire plus précisément l’organisation 

subcellulaire de ces différents types cellulaires (Cayla et al., 2015). Cette étude a notamment 

permis de montrer que les cellules compagnes sont très riches en organites, ce qui leur permet 

de subvenir aux besoins des cellules dépourvus de noyaux qui composent les tubes criblés 

(Raven,1991, Lough et Lucas, 2006). Elles sont perforées de nombreux plasmodesmes de taille 

comprise entre 10 et 40 kDa (Kempers and Van Bel 1997) permettant ainsi la communication 

avec les cellules criblées adjacentes.  
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Figure 8 : Représentation schématique de la régulation du transport polarisé d’auxine 

(PAT) dans le développement du système vasculaire de la hampe florale d’Arabidopsis 

thaliana 

Représentation schématique d’une section transversale de la hampe florale avec les maxima 

d’auxine permettant de contrôlé le transport polarisé d’auxine (PAT) et ainsi le positionnement 

des faisceaux cribro-vasculaires dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana  (A) ; 

Représentation schématique d’une coupe transversale d’un faisceau cribro-vasculaire dans la 

hampe florale avec l’épiderme et le cortex (vert), le phloème (bleu), le procambium (gris), le 

xylème (brun) et la moelle (violet) (B) et Modèle moléculaire du transport polarisé d’auxine 

(PAT) dans le tissu du procambium avec l’action des peptides CLE/TDIF (sphères rouges) qui 

se fixent aux récepteurs PXY/TDR (formes vertes) activant le gène WOX4/WOX14 qui 

favorise la prolifération des cellules souches de procambium et réprime la différenciation du 

xylème (C) (Adaptée d’après Schuetz et al., 2012, Etchells et al., 2013, Campbell et Turner, 

2017). 
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➢ Les tubes criblés 

Les cellules des tubes criblés sont les cellules conductrices du phloème découvertes en 

1837 par Théodor Hartig (Heo et al., 2014). C’est dans les tubes criblés que la sève élaborée 

circule. Au cours de leur développement, le noyau, les vacuoles, le réticulum endoplasmique et 

l’appareil de Golgi se dégradent mais les mécanismes moléculaires impliqués restent à ce jour 

peut décrit (Lucas et al., 2013). Cependant, ces cellules sont vivantes puisqu’elles sont 

entourées d’une membrane plasmique et comportent un faible nombre d’organelles avec des 

mitochondries, des plastes et un réticulum endoplasmique. Ce réticulum endoplasmique est 

localisé à proximité des plasmodesmes qui permettent la communication entre ces cellules de 

tubes criblés et les cellules compagnes voisines.  

La paroi cellulaire de ces éléments criblés est modifiée avec un dépôt important de 

callose sous forme de plaque entourant les plasmodesmes, remplaçant la cellulose des parois 

cellulaires existantes. Au cours de leur maturation, de larges pores se forment en remplaçant 

ces dépôts de callose et la lamelle moyenne voisine (Lucas et al., 1993). Ces perforations 

latérales ainsi formées laissent librement circuler la sève élaborée. Les parois latérales des 

cellules des tubes criblés développent également des pores permettant la communication avec 

les cellules compagnes voisines. 

➢ Les cellules de parenchyme phloémien 

Les cellules de parenchyme phloémien sont des cellules de plus grande taille que les 

cellules compagnes et les tubes criblés. Elles servent d’interface entre les cellules de mésophylle 

et le complexe CC/TC. Un rôle des cellules de parenchyme phloémien a été suggéré dans le 

chargement en sucres des cellules compagnes ou directement des tubes criblés (Hafke et al., 

2005). Les travaux récents montrant une localisation des protéines fusions SWEET11-GFP et 

SWEET12-GFP dans les cellules de parenchyme phloémien des feuilles viennent supporter ce 

rôle (Chen et al., 2012 ; Cayla et al., 2019). 

 

2.2.2.2. Acteurs impliqués dans la différenciation du phloème 

Au cours de la vie de la plante, le phloème primaire se forme à partir de la division du 

procambium puis plus tardivement le phloème secondaire se différencie à partir du cambium. 

Plus précisément, après la division péricline du procambium une cellule précurseur de phloème 

se forme (Schuetz et al., 2012 ; Lucas et al., 2013), s’ensuit une division tangentielle qui permet 

la production d’une cellule compagne et d’un tube criblé (Lucas et al., 2013).  
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Figure 9 : Représentation schématique de la différenciation des tubes criblés du phloème  

Représentation schématique du transport d’eau et de nutriments dans le xylème et le phloème 

(A), Acteurs moléculaires régulant ces processus développementaux avec APL qui initie la 

différenciation des tubes criblés. Les plages de cribles sont contrôlées par APL et NAC45/86 

mais peuvent également se former en l’absence de ces facteurs de transcription (B), Modèle de 

différenciation des éléments criblés avec les patrons des futures plages de cribles déterminées 

par la position des plasmodesmes (C) APL : ALTERED PHLOEM DEVELOPMENT, 

NAC45/86 : NAC DOMAIN CONTAINING PROTEIN 45/86 (D’après Kalmbach et 

Helariutta, 2019) 

 

Chez Arabidopsis thaliana, la racine a constitué le modèle de choix pour disséquer les 

différents acteurs impliqués dans la différenciation du phloème. Les travaux sur cet organe ont 

ainsi permis d’identifier le premier gène impliqué dans le développement du phloème, 

ALTERED PHLOEM DEVELOPMENT (APL). APL est un facteur de transcription de type 

MYB exprimé dans les cellules compagnes et dans les éléments criblés (Figure 9). Il a une 

action promotrice sur la formation du phloème et une action inhibitrice sur la formation du 

xylème (Bonke et al., 2003). Ainsi, le mutant nul apl1 ne présente aucune cellules criblées ou 

cellules compagnes (Bonke et al., 2003). Il a également été montré que APL ciblait l’expression 

de deux facteurs de transcription de type NAC, NAC45/86, qui contrôlent eux-mêmes 

l’expression des protéines NEN1-NEN4 impliqués dans l’énucléation des tubes criblés (Furuta 

et al., 2014).  
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Le gène OCTOPUS (OPS) est également impliqué dans la différenciation du phloème 

(Nagawa et al., 2006, Truernit et al., 2012). Il est localisé dans les cellules de procambium et 

dans les cellules de phloème. Ce gène code une protéine membranaire (Benschop et al., 2007) 

spécifique des plantes vasculaires (Nagawa et al., 2006) localisé à la fin apicale des tubes criblés 

(Truernit et al., 2012). Au cours du développement, le gène OCTOPUS est exprimé dans les 

cellules provasculaires dans l’embryon puis est restreint aux cellules de phloème après la 

spécification des cellules de phloème (Baudy et al., 2007, Truernit et al., 2012). La racine et 

l’hypocotyle des mutant nul ops présente des tubes criblés séparées par des cellules d’éléments 

criblés indifférenciés avec des parois cellulaires plus fines, des défauts de dépôt de callose, une 

dégradation incomplète du noyau et une dérégulation du gène PD1 (Truernit et al., 2012). Un 

phénotype similaire a été observé chez les mutants du gène BREVIX RADIX (BRX), suggérant 

que ce gène était également impliqué dans l’acquisition de l’identité des tubes criblés. En 

parallèle, d’une voie dépendante d’OPS et d’une voie dépendante de BRX, qui agissent comme 

des régulateurs positifs de la différentiation des tubes criblés, une voie régulant négativement 

cette différenciation a également été identifiée. Cette voie implique le peptide 

CLAVATA/EMBRYO SURROUNDING REGION 45 et le récepteur kinase BAM3. Le 

peptide CLE45 est originaire de phloème et s’exprime en aval du gène OPS (Blob et al., 2018).  

 

2.2.3. Le xylème 

 

2.2.3.1. Structure et fonction 

Le xylème est également constitué de trois types cellulaires : les cellules de parenchyme 

xylémien, les fibres xylémiennes et les vaisseaux. Dans la hampe florale d’Arabidopsis 

thaliana, les fibres sont généralement de petite taille et sont responsables du support structural 

alors que les vaisseaux sont plus grands que les fibres et de taille plus variable et permettent le 

transport de la sève brute (Chaffey et al., 2002, Schuetz et al., 2012). Du fait de leurs rôles dans 

le support structural et le transport de l’eau, les cellules conductrices de xylème présentent une 

paroi secondaire très largement épaissie qui confère une rigidité à la plante permettant ainsi de 

résister aux pressions négatives très fortes permettant le transport de l’eau mais également de 

maintenir un port érigé (Raven et al., 1992).  
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Les travaux de Fukuda sur la transdifférenciation de cellules de mésophylles de Zinnia 

elegans en cellules trachéides a permis de mieux appréhender les étapes de différenciation 

cellulaire et l’implication des voies de signalisation hormonale dans ces processus (Fukuda, 

1992). Depuis l’amélioration des outils génétiques, l’analyse de mutants a permis de déterminer 

les gènes impliqués dans ces mécanismes in planta (Etchells et Turner, 2010, Schuetz et al., 

2012n Campbell et Turner, 2017). 

 

2.2.3.2. Etapes de développement des vaisseaux et des fibres xylémiennes 

Les cellules de xylème sont également produites à partir d’une cellule de procambium 

(Schuetz et al., 2012). La cellule de procambium se divise de manière péricline afin de produire 

une cellule de procambium indifférenciée et une cellule précurseur de xylème (Figure 10).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10 : Représentation schématique des étapes de développement des fibres et des 

vaisseaux de xylème au cours de la xylogénèse avec le cytoplasme en beige et la vacuole en 

bleue. 

 

➢ Du procambium au protoxylème 

Au niveau de la différentiation du procambium en protoxylème, une étude détaillée et fine 

du système vasculaire de racines de différents mutants d’Arabidopsis déficients dans la 

signalisation auxine et/ou cytokinine a permis de montrer que dans le système racinaire 

d’Arabidopsis les cellules du protoxylème montrent une forte signalisation de l’auxine et une 

faible signalisation cytokinines alors que c’est l’opposé dans les cellules procambiales (faible 

auxine et forte CKs signalisation) (Bishopp et al., 2011). Un mécanisme d’inhibition mutuelle 

se mets alors en place ainsi la forte signalisation cytokinines présentent dans les cellules du 
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procambium va induire l’expression et la localisation des transporteurs PIN. De ce fait, la 

présence des PIN va induire le transport latéral de l’auxine vers les cellules du protoxylème 

(Figure X). Ensuite la forte signalisation de l’auxine va induire la transformation du 

protoxylème en métaxylème et la transcription de AHP6 qui inhibe la voie de signalisation des 

cytokinines, fermant ainsi la boucle. Ainsi, l’auxine s’accumulerait dans les cellules de 

procambium en développement (Aloni et al., 2003, Mattson et al., 2003 cités pas Schuetz et al., 

2012) puis contrôlerait l’initiation de la différenciation des vaisseaux de xylème et leurs tailles 

(Aloni and Zimmermann, 1983). De plus, il a été montré que la surexpression d’un gène de 

biosynthèse d’auxine chez le pétunia entraîne une augmentation du nombre de vaisseaux et une 

diminution de leur taille (Klee et al., 1987) et que l’inhibition de l’auxine endogène chez le 

tabac par la mutation du gène INDOLEACETIC ACID (IAA)-lysine SYNTHESTASE provoque 

une augmentation du nombre de vaisseaux et une réduction de leurs diamètres (Romano et al., 

1991). Outre l’implication de l’auxine, d’autres hormones interviennent dans la différenciation 

des cellules vasculaires. Les brassinostéroides permettent quant à eux d’initier les étapes de 

finalisation du processus de différenciation des vaisseaux (Yamamoto et al., 1997, 2001). En 

effet, les brassinostéroides sont impliqués dans l’induction d’un ou plusieurs gènes régulant la 

dernière étape de la différenciation des vaisseaux de xylème, à savoir la mort cellulaire 

programmée et le dépôt de la paroi secondaire (Yamamoto et al., 1997). Les brassinostéroides 

contrôlent également le nombre de pôles en stimulant les divisions du procambium (Ibanes et 

al., 2009). L’éthylène joue également un rôle dans la différenciation des cellules souches en 

vaisseaux de xylème (Fukuda, 1996). En effet, des inhibiteurs de la biosynthèse entraînent la 

suppression de la différenciation des vaisseaux en culture in vitro. 

➢ Elongation cellulaire 

A la suite de la division du procambium les cellules précurseurs de vaisseaux et de fibres 

vont suivre un programme d’expansion longitudinale et radiale différent à l’origine de leur taille 

et morphologie différentes. Ainsi dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana, les fibres ont 

une surface comprise entre 5 et 150 µm² alors que les vaisseaux présentent une surface comprise 

entre 150 et 800 µm². Ainsi les vaisseaux vont avoir une expansion radiale bien plus importante 

que celle des fibres alors que leur expansion longitudinale sera plus importante chez les fibres 

que chez les vaisseaux (Chaffey et al., 2002).  

Durant cette phase d’élongation et d’expansion, la paroi primaire se mets en place. Cette 

paroi se compose de 90 % de polysaccharides (i.e. cellulose, hémicelluloses et pectines) et de 

10 % de protéines. Les microfibrilles de cellulose entourent la cellule pour lui permettre de 
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résister aux fortes pressions osmotiques. En complément les hémicelluloses (principalement 

des xyloglucanes) sont liées à la cellulose afin de rigidifier la paroi. Enfin, les pectines 

contribuent à la paroi en la rendant hydrophile (Turner et al., 2010). Afin d’assurer l’expansion 

cellulaire des fibres et des vaisseaux, la paroi doit se réorganiser. Ainsi, bien que peu d’étude 

aient été réalisée sur l’élongation cellulaire des vaisseaux de xylème, les gènes codant des 

expansines ou des xyloglucane endotransglucosylase/hydrolase (XTH) ont été analysés (Turner 

et al., 2007) et semblerait avoir un rôle dans ce processus à travers le relâchement de la paroi 

cellulaire, permettant ainsi sa croissance.  

En complément, et bien que peu d’études ont été réalisée à ce sujet, le rôle de la vacuole 

dans l’expansion radiale des vaisseaux et des fibres doit aussi être important. En effet chez les 

cellules végétales, la vacuole occupe une large partie de la cellule et il a été proposé que la 

croissance radiale d’une cellule est contrôlée par les différences de potentiel osmotique de cet 

organite. Ainsi chez les fruits, comme la tomate, il a été décrit que l’accroissement de la taille 

de la vacuole, conduit à l’augmentation de la taille globale du fruit (Beauvoit et al., 2014). Plus 

précisément, l’expansion de la vacuole résulte de façon concomitante d’un influx d’eau ainsi 

que de sucres qui module la force osmotique de ce compartiment. Sur cette base on peut penser 

que dans un tissu comme le xylème, une modification du transport intracellulaire de sucres 

pourrait avoir des conséquences sur les processus de croissance radiale de ces cellules. Cette 

hypothèse est supportée par l’observations que dès les premières étapes de développement, les 

cellules conductrices diffèrent des cellules de parenchymes xylémien puisqu’elles ont une taille 

bien plus importante et un nombre important de vacuoles contenues dans le cytoplasme 

(Wooding and Northcote, 1964). 

➢ Différenciation du xylème et formation de la paroi secondaire 

Une fois leur tailles finale atteinte, les fibres et les vaisseaux ont la particularité d’avoir 

une mort cellulaire programmée qui vide la cellule de ses organites et sur laquelle nous 

reviendrons après. Durant ce processus, la paroi secondaire se dépose et s’épaissie fortement 

jusqu’à former une paroi cellulaire très rigide (Bollhöner et al., 2012, Figure 10). Cette paroi 

secondaire se compose de cellulose (45-50 %), d’hémicelluloses (20-30 %), de lignine (7-10 

%) ainsi que quelques traces de pectines et de protéines (Marriott et al., 2016). Afin d’assurer 

la synthèse des polysaccharides de parois, les cellules de xylème nécessitent donc un fort apport 

de sucres pour subvenir à la formation de leurs parois cellulaires. Cependant, bien que la 

biosynthèse des parois cellulaires soit bien connue (McFarlane et al., 2014), l’origine des sucres 

nécessaires à la biosynthèse des polysaccharides de parois et leurs transports jusqu’à leur lieu 
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d’utilisation reste à ce jour peu exploré. Récemment il a été suggéré que les transporteurs 

SWEET11 et SWEET12 pourraient être impliqués dans ce processus, en assurant le transport 

des sucres entre les cellules de parenchyme xylémien et les cellules de xylème en cours de 

développement (Le Hir et al., 2015 ; Dinant et al., 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Développement des cellules du système vasculaire à partir du procambium 

vasculaire  

Représentation schématique des étapes de différenciation d’un vaisseau de xylème avec la 

vacuole en bleu foncé, le cytoplasme en bleu, les parois en noir et les dépôts de paroi secondaire 

représentés sous forme de rond noir (D’après Turner et al., 2007 et Schuetz et al., 2012) 

 

Le dépôt de lignine dans la paroi pecto-cellulosique est tout d’abord observé aux 

extrémités de la cellule (Wooding and Northcote, 1964 ; Schuetz et al., 2012, Figure 11). Des 

études bien plus antérieures relataient déjà une accumulation d’organites tels que l’appareil de 

Golgi, le réticulum endoplasmique et les mitochondries à l’endroit où la paroi secondaire se 

dépose (Cruger, 1855 ; Barkley, 1927, Sinott and Bloch, 1945). Les vaisseaux de protoxylème 

produits lors de la croissance primaire ont un dépôt de paroi secondaire hélicoïdale qui permet 

à la cellule de continuer de croître alors que les vaisseaux de métaxylème présentent un dépôt 

de paroi secondaire réticulé ne permettant pas à la cellule de continuer à s’accroître (Schuetz et 

al., 2012). Une fois le vaisseau mature totalement vidé, la lignine vient renforcer la paroi 

secondaire (Schuetz et al., 2012). En termes de composition en lignine, les fibres et des 
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vaisseaux différent chimiquement. Ainsi, les fibres xylémiennes sont composées de 

monolignols de type-S dérivée d’alcool sinapylique tandis que les vaisseaux de xylème sont 

composés de lignines de type-G et de type-H tous deux dérivées respectivement d’alcool 

coniférylique et d’alcool coumarylique (Vanholme et al., 2010, Schuetz et al., 2012).  

Enfin, une étape d’hydrolyse des parois transversales est nécessaire pour les vaisseaux 

acquièrent leur rôle de transport dans le transport de d’eau depuis les racines vers les parties 

aériennes (Schuetz et al., 2012, Nakano et al., 2015). Les perforations se forment sur les parois 

des vaisseaux matures et non sur les vaisseaux en cours de maturation (Nakashima et al., 2000). 

Ces études portées sur la différenciation de cellules de mésophylles en éléments de vaisseaux a 

mis en évidence un programme cellulaire propre à chaque cellule permettant la formation de 

ces perforations, et une polarité des cellules de xylème.  

 

➢ Régulation transcriptionnelle de la formation de la paroi secondaire 

De nombreux gènes participent à la régulation transcriptionnelle de la différenciation 

des fibres et des vaisseaux de xylème. Ainsi plusieurs niveaux de régulation ont été identifiés 

(Hussey et al., 2013). Ainsi au premier niveau de régulation, les facteurs de transcription 

SECONDARY WALL-ASSOCIATED NAC DOMAIN PROTEIN 1 (SND1) et NAC 

DOMAIN THICKENING PROMOTING FACTOR 1-2 (NST1, NST2) sont impliqués dans la 

différenciation des fibres tandis que les facteurs de transcription appartenant à la famille des 

VASCULAR RELATED NAC DOMAIN (VND) régulent la formation des vaisseaux de 

xylème (Kubo et al., 2005, Schuetz et al., 2012, Figure 9). Ces protéines activent la transcription 

des gènes du second niveau de régulation parmi lesquels on trouve les gènes codant pour deux 

facteurs de transcription appartenant à la famille des MYB ; MYB46 et MYB83 (Hussey et al., 

2013). Ces deux facteurs de transcriptions activent par la suite l’expression d’un grand nombre 

de gènes impliqués dans la biosynthèse des lignines, de la cellulose ou des hémicelluloses lors 

de la formation de la paroi secondaire des cellules de xylème (Figure 12).  

 

➢ Mort cellulaire programmée 

A un stade final de la différenciation, les vaisseaux subissent une mort cellulaire 

programmée qui vident la totalité du continu de la cellule. En effet, au cours de la maturation 

des vaisseaux, un remaniement cytoplasmique opère et la rupture du tonoplaste entraîne la 

libération des enzymes de dégradation provoquant ainsi l’hydrolyse de la majorité des 
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organites. Une fois le noyau et les autres organites détruits, l’hydrolyse du réticulum 

endoplasmique survient et la cellule se vide de son contenu (Schuetz et al., 2012). Les vaisseaux 

perdent la majorité de leurs organites quelques heures après la rupture du tonoplaste, et la 

totalité du contenu de la cellule disparait six heures après l’épaississement de la paroi secondaire 

(Fukuda, 1997). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : La régulation transcriptionnelle de la différenciation des fibres et des 

vaisseaux de xylème  

SND1: SECONDARY WALL-ASSOCIATED NAC DOMAIN PROTEIN 1; NST: NAC 

DOMAIN THICKENING PROMOTING FACTOR 1-2; VND: VASCULAR RELATED NAC 

DOMAIN (D’après Schuetz et al., 2012). 

L’incrustation de lignine sur la couche externe de la paroi pecto-cellulosique intervient 

au cours de la dégénérescence des organites, avant la rupture du tonoplaste (Fukuda, 1997, 

Schuetz et al., 2012). Les régions de la paroi primaire sur lesquelles ne s’est pas déposée la 

lignine sont alors digérés et des perforations aux extrémités des vaisseaux allongées 

apparaissent après la rupture du tonoplaste (Fukuda, 1997). La rupture du tonoplaste est donc 

une étape clé de la mort cellulaire programmée au cours de la différenciation des vaisseaux 

(Fukuda, 1997). Il est difficile de dissocier la mort cellulaire programmée de la lignification des 

parois des vaisseaux de xylème car ses deux évènements interviennent en même temps au cours 

de la différenciation des vaisseaux (Fukuda, 1997). En effet, les transcrits des enzymes de la 

mort cellulaires et des enzymes impliquées dans la formation de la paroi secondaire 
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s’accumulent au même moment ce qui sous-entend qu’un signal commun induit la mort 

cellulaire programmée et la formation de la paroi secondaire (Fukuda, 1997). 

2.2.3.3. Rôles des sucres dans le développement des cellules de xylème 

Comme présenté précédemment, de nombreux facteurs de transcription contrôle 

l’expression des gènes de biosynthèse des composés pariétaux. Cependant, peu de travaux se 

sont intéressés à l’impact d’une modification de la quantité ou du transport de précurseurs de 

ces composés (i.e. saccharose, glucose, fructose, UDP-glucose) sur la composition de la paroi 

secondaire.  

La première étude qui s’est intéressé à la question d’une modification du transport des 

sucres sur la formation de la paroi secondaire a été faite chez le peuplier. Chez cette espèce, il 

était précédemment suggéré que le transport de sucres nécessaire à la formation du bois était 

principalement symplasmique. Pourtant Mahboubi et al. (2013) ont montré que, bien que le 

peuplier soit une espèce symplasmique, la dérégulation du transporteur actif PttSUT3 

provoquait de modifications la formation de la paroi des cellules de xylème (Mahboubi et al., 

2013), suggérant l’existence d’une composante apoplasmique au transport de sucres nécessaire 

à la formation du bois chez cette espèce. Ensuite, chez Arabidopsis thaliana, les travaux réalisés 

précédemment dans l’équipe ont mis en évidence l’implication de deux transporteurs de sucres 

plasmalemmiques dans la formation de la paroi secondaire des cellules de xylème (Le Hir et 

al., 2015). Il s’agit de deux membres de la famille des SWEETs permettant un transport facilité 

de saccharose, glucose et fructose : AtSWEET11 et AtSWEET12. Ils sont tous deux situés dans 

les cellules parenchymateuses du phloème et du xylème (Chen et al., 2012 ; le Hir et al., 2015). 

Les simples mutants et le double mutant Atsweet11sweet12 présentent des défauts de la 

composition de la paroi secondaire du xylème mais également du phloème (Le Hir et al., 2015 ; 

Dinant et al., 2019). Ainsi, l’utilisation de la Spectroscopie à Transformée de Fourier (FT-IR) 

et de microscopie Raman ont permis de mettre en évidence l’importance des échanges de sucres 

entre les cellules de parenchyme et les cellules conductrices du xylème pour assurer une 

correcte composition de la paroi secondaire des fibres et des vaisseaux de xylème (Le Hir et al., 

2015, Dinant et al., 2019).  

Cette hypothèse d’un échange de composés entre les cellules de parenchyme xylémien et 

les vaisseaux en formation n’est pas nouvelle et a notamment été proposée dans le cas du 

transport des monolignols. En effet, Smith et al. (2017) ont décrit l’hypothèse du « good 

neighbor » mettant en évidence des échanges les monolignols précurseurs de la biosynthèse de 
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la lignine, entre les cellules parenchymateuses et/ou les fibres xylémiennes du xylème et les 

vaisseaux. En effet, les cellules parenchymateuses pourraient subvenir aux besoins en 

monolignols des vaisseaux pour former la lignine de la paroi secondaire. L’ensemble de ces 

résultats suggèrent l’existence d’échanges importants entre les cellules parenchymateuses, les 

fibres du xylème et les vaisseaux, permettant ainsi de fournir des quantités importantes de 

sucres/monolignols nécessaires durant la différenciation des cellules de xylème afin de 

renforcer la paroi secondaire des fibres et des vaisseaux. Toutefois la question des conséquences 

d’une modification intracellulaire du transport des sucres dans ces types cellulaires reste posée.  

 

2.2.4 Les fibres interfasciculaires 

Les fibres interfasciculaires forment un anneau continu qui relient les pôles vasculaires 

entre eux (Altamura et al., 2001, Schuetz et al., 2012). Bien qu’elles n’appartiennent pas au 

système vasculaire proprement parlé, l’origine de ces fibres, leurs natures et leurs rôles restent 

à ce jour largement discuté dans la littérature (Altamura et al., 2001). Au cours du 

développement de la plante, la croissance primaire cesse et le cambium vasculaire remplace le 

procambium (Campbell et al., 2017). Dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana, le cambium 

fasciculaire se développe à partir du procambium responsable de la croissance du protophloème 

et du protoxylème. Le cambium interfasciculaires se développe par la suite à partir des cellules 

de parenchymes retrouvées entre les faisceaux cribro-vasculaires. A la base de la hampe florale, 

la production de ces fibres interfasciculaires permet de supporter le poids de la hampe en 

élongation (Lev-Yadun, 1994, Mazur et al., 2014). Contrairement à certaines espèces ligneuses, 

le cambium interfasciculaire d’Arabidopsis thaliana ne produit pas de vaisseaux mais 

uniquement des fibres (Altamura et al., 2001). Le signal déclenchant l’initiation du cambium 

interfasciculaire est à ce jour inconnu (Campbell et Turner, 2010). 

La mutation du gène REVOLUTA/INTERFASCICULAR FIBRELESS (REV) entraîne la 

disparition des fibres interfasciculaires dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana mais 

l’expression ectopique du gène REV n’entraîne pas une différenciation ectopique de cellules en 

fibres suggérant qu’il s’agit d’un facteur qui régulerait indirectement la différenciation des 

fibres, probablement en favorisant le transport polarisé d’auxine (PAT) (Zhong et al., 1997 ; 

Zhong and Ye, 1999). Le gène REV code un facteur de transcription de la classe HD-ZIP qui 

est donc nécessaire pour la différenciation des fibres interfasciculaires mais également pour la 

mise en place de l’orientation des organes et la régulation de l’organisation spatiale des pôles 

vasculaires (Emery et al., 2003).  
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3. La réponse des plantes aux changements environnementaux : conséquences sur le 

transport des sucres et le développement du système vasculaire 

Du fait de leur immobilité, les espèces végétales sont soumises aux variations de leur 

environnement et doivent en permanence mettre en place des stratégies pour s’y adapter. Ces 

stratégies sont multiples et dépendent bien sûre du type de changement perçus (i.e. contraintes 

biotiques ou abiotiques) mais également de l’intensité de la contrainte, sa fréquence, et le 

moment du développement de la plante au cours duquel il survient. Le monde actuel subit de 

nombreux changements environnementaux parmi lesquels une accentuation des périodes de 

sécheresse, des variations de températures importantes, une salinisation des sols mais également 

une élévation de la concentration du CO2. Ces différentes contraintes subit par les végétaux 

vont engendrer d’importantes modifications physiologiques et/ou morphologiques. Dans le 

cadre de cette partie, nous reviendrons plus précisément sur les conséquences de stress ayant 

une composante osmotique : stress hydrique, salin et températures négatives sur le 

développement du système vasculaire ainsi que sur les réponses mis en jeu par la plante pour y 

faire face. 

 

3.1. Impact d’un stress osmotique sur le transport des sucres 

Il est depuis longtemps décrit qu’une des réponses communes des plantes face à un stress 

abiotique est l’accumulation de sucres (Rolland et al., 2006). Ainsi, de nombreuses études ont 

mis en évidence une augmentation de glucose, de fructose et des sucres appartenant à la famille 

des oligosaccharides de raffinose (RFOs) en réponse à un stress de type osmotique (Seki et al., 

2007, Urano et al., 2009 ; Krasensky and Jonak, 2012). Chez Arabidopsis thaliana ainsi que 

chez le riz, en réponse à un stress hydrique, les RFOs sont les premiers à s’accumuler, avec une 

accumulation de raffinose suivi de l’accumulation de deux autres RFOs : la galactinol et le 

myo-inositol, puis le tréhalose et l’érythritol (Todaka et al., 2017 ; Fabregas and Fernie, 2018).  

Au sein des cellules, les sucres auraient un rôle en tant d’osmoprotecteur mais également 

comme antioxydants face aux espèces réactives de l’oxygène (ROS) (Hincha et al., 2003 ; 

Nishizawa et al., 2008 ; Van den Ende and Valluru, 2009 ; Valluru and Van den Ende, 2011, 

Keunen et al., 2013, Elsayed et al., 2014). Enfin, les sucres pourraient également agir en tant 

que molécule signal qui déclencherait des cascades de signalisation en réponse aux stress. Ainsi, 

bien qu’aucun récepteur de sucres n’ait à ce jour été identifié, le tréhalose-6-phospate serait une 

des molécules signal impliqué dans la réponse des plantes face aux stress abiotiques (Figueroa 

and Lunn, 2016). 
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Dans ce contexte, le transport intercellulaire et intracellulaire des sucres semble donc 

représenter une variable d’ajustement importante. Notamment, le maintien de l’homéostasie 

des sucres entre le cytosol et le tonoplaste semble jouer un rôle essentiel dans la réponse des 

plantes face aux stress abiotiques (Pommerrenig et al., 2018). Ainsi les lignées mutées dans 

l’expression de plusieurs gènes codant pour des transporteurs tonoplastiques présentent une 

meilleure résistance à la sécheresse, à un stress salin ou froid (Wormit et al., 2006 ; Yamada et 

al., 2010 ; Gong et al., 2014 et Klemens et al., 2014). Ainsi, il a été montré que les gènes codant 

les transporteurs vacuolaires TST1 et TST2 sont induits en condition de température fraîches et 

que leur activité de transport vacuolaire de glucose est augmentée en conditions de températures 

fraîches de 9°C (Wormit et al., 2006). De plus, une surexpression de SWEET16 codant pour un 

facilitateur tonoplastique induit une meilleure résistance des plantes face au gel (Klemens et al., 

2013) et la lignée mutée dans l’expression de SWEET17 accumule plus de sucres en réponse à 

un stress froid (Chardon et al., 2013). En réponse au gel il a également été décrit que les plantes 

mutées dans l’expression des gènes codant les transporteurs plasmalémmiques SWEET11 et 

SWEET12 présentent une meilleure résistance au gel, probablement du fait d’une accumulation 

de sucres dans les feuilles sources (Le Hir et al., 2015). Enfin, sur la base de variations 

d’expression génique, il a été proposé que les transporteurs SWEET11 à SWEET15 serait 

impliqué dans la réponse au stress hydrique induit par l’ajout de polyéthylène glycol (Durand 

et al., 2018). A l’inverse l’expression de SWEET13, SWEET2, SWEET16 et SWEET17 est 

réprimée dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana en réponse à un stress salin (Sellami et 

al., 2019). Se basant sur ces résultats, il semble donc que la régulation de l’homéostasie des 

sucres entre les différents compartiments subcellulaires et/ou entre les différents types 

cellulaires est différente selon le type de stress appliqué. De plus cette régulation va également 

être différente selon le moment du développement auquel le stress est appliqué. Ainsi la 

majorité des études ont été réalisées sur des plantes au stade végétatif et peu d’études ont adressé 

les conséquences d’un stress au niveau reproducteur (Shafi et al., 2015 ; Sellami et al., 2019a 

et b) et encore moins dans le cadre d’un contexte mutant dans lequel le transport des sucres est 

modifié. Considérant que la hampe florale contribue plus que la rosette au gain total de carbone 

au cours de la vie de la plante (Earley et al., 2009 ; Leonardos et al., 2014) et que l’allocation 

carbonée dans cet organe est critique pour la production des graines, il serait donc intéressant 

d’adresser plus précisément les conséquences d’un stress sur le développement et la croissance 

de la hampe florale.  
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3.2. Impact d’un stress osmotique sur le développement du système vasculaire 

 

Bien que le système vasculaire ait un rôle central dans le transport des sucres à longue 

distance, peu d’étude se sont focalisée sur les conséquences d’un stress abiotique sur le 

développement du système vasculaire chez les herbacées (pour revue Qaderi et al., 2019).  

Ainsi, chez la pomme de terre, il a été montré que l’exposition à des températures 

élevées conduisait à la production de vaisseaux de xylème plus larges et déformés alors qu’une 

diminution de la division des cellules du phloème est observée (Paul et al., 2017). Chez le pois, 

exposé à une augmentation de la concentration en CO2 de l’air, une augmentation du diamètre 

des vaisseaux de la tige accompagnée d’une diminution de la densité de ces vaisseaux est 

mesurée (Medeiros et al., 2013). A l’inverse, l’exposition à un stress hydrique induit une 

diminution de la taille des vaisseaux de xylème chez Zinnia et une augmentation de la 

lignification des vaisseaux de la tige chez la canne à sucre (Twumasi et al., 2005 ; Dos Santos 

et al., 2015). Enfin, en réponse à une croissance à 5°C pendant 1 mois, une augmentation du 

diamètre la tige, de la largeur du xylème et du phloème est mesurée chez différents cultivars de 

Stévia (Hajihashemi et al., 2018). En complément un rôle important des cellules de parenchyme 

dans la réponse des plantes aux stress a été identifié notamment chez les espèces ligneuses. 

Parmi les nombreux rôles des cellules de parenchymes de la hampe florale, le stockage de l’eau 

représente une part importante (Secchi et al., 2017). Ainsi, le grand nombre de cellules de 

parenchymes dans le xylème permettrait de subvenir à la capacité hydraulique de la hampe en 

facilitant les échanges entre le phloème et le xylème et en augmentant la capacité de stockage 

en eau et en énergie. Chez les arbres, cela permettrait ainsi de maintenir une capacité de 

transport aux cellules de xylème lors d’embolie induite par des situations de stress hydrique 

(Nardini et al., 2011a, Nardini et al., 2011b, Salleo et al., 2004, Secchi & Zwieniecki, 2011, 

Zwieniecki & Holbrook, 2009). De plus, il est intéressant de noter que, selon les conditions 

climatiques de leur milieu de vie, les plantes ont plus ou moins de cellules de parenchymes 

radiales ou axiaux dans leurs tiges. Ainsi, les arbres des régions tropicales ont plus de cellules 

de parenchymes que les arbres des régions tempérées et des zones subtropicales (Morris et al., 

2016). Les lianes et les hampes des plantes succulentes présentent, quant à elles, les tiges les 

plus riches en cellules de parenchymes (Spicer, 2014), ce qui reflète l’importante demande liée 

à l’élasticité mécanique que requièrent les plantes grimpantes et le besoin en eau des plantes 

succulentes (Brandes and Barros, 2008, Carlquist, 2015, Chapotin et al., 2006, DeSmidt, 1922). 

Sur basant sur ces observations on peut se demander si les plantes utilisent effectivement les 
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cellules de parenchyme comme paramètre d’ajustement (en termes de nombre et de taille) pour 

répondre aux modifications de l’environnement. 

Néanmoins, l’ensemble de ces travaux illustrent clairement qu’une modification du 

développement des tissus vasculaires des tiges est mise en place en réponse à un stress biotique 

chez les herbacées. Notamment il pourrait être intéressant de mieux caractériser chez 

Arabidopsis thaliana, la morphologie de la hampe florale et l’anatomie du système vasculaire 

(y compris les cellules de parenchyme vasculaire) en réponse à un stress abiotique. 

 

4. Objectifs des travaux de thèse 

Le développement des cellules de xylème et notamment les étapes de différenciation 

des vaisseaux ont largement été décrits dans la littérature. Depuis les cultures in vitro réalisées 

chez Zinnia elegans jusqu’aux techniques de génétiques inverses actuelles, les voies de 

signalisation hormonales et les gènes impliqués dans ces processus développementaux ont pour 

beaucoup été identifiés. Le modèle racinaire d’Arabidopsis thaliana a beaucoup été utilisé pour 

décrire les étapes de développement du système vasculaire. Ce n’est que récemment que le 

développement du système vasculaire de la hampe florale d’Arabidopsis thaliana est étudié du 

fait de sa complexité. Cet organe qui porte les inflorescences latérales, les fleurs et les fruits, 

contribuerait plus que la rosette au gain de carbone et représenterait à elle seule un puit 

transitoire et une source photosynthétique (Leonardos et al., 2014). Des transporteurs de sucres 

appartenant à la famille des SWEETs sont localisés dans les cellules de xylème. Cependant, ce 

tissu conducteur décrit comme transportant l’eau et les éléments minéraux puisés dans le sol 

jusqu’aux parties aériennes n’est pas connu pour transporter des sucres. Pourtant, les parois 

secondaires qui composent les fibres et les vaisseaux de xylème se composent majoritairement 

de polysaccharides de paroi. En effet, la paroi secondaire est composée de celluloses, 

d’hémicelluloses et de lignine mais la lignine ne représenterait que 18%. La constitution de ces 

parois et l’important épaississement de ces parois dans les cellules conductrices de xylème 

nécessite donc un fort apport de sucres mais la provenance et le transport de ces derniers restent 

à ce jour inconnu.   

Dans le cadre de l’équipe « Carbone, Allocation, Transport et Signalisation », ces 

travaux de thèse vise à approfondir le rôle des transporteurs de sucres SWEETs dans la mise en 

place du système vasculaire et dans la formation de la paroi secondaire des cellules de xylème 

chez l’espèce modèle Arabidopsis thaliana. Dans cette thèse, l’attention a été portée sur quatre 

membres appartenant à la famille des SWEETs: SWEET11, SWEET12, SWEET16 et 
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SWEET17. Ces candidats ont été choisis du fait de leur localisation commune dans les cellules 

du xylème. En effet l’analyse des plantes exprimant des fusions transcriptionnelles 

pSWEET:GUS et/ou des expériences d’hybridation in situ ont permis de montrer une 

localisation de l’expression de ces gènes dans les cellules du xylème de la hampe florale 

(Chardon et al., 2013 ; Klemens et al., 2013 ; Le Hir et al., 2015 ; Résultats non publiés stage 

de M2). Les transporteurs SWEET11 et SWEET12 ont également été décrit comme étant 

localisés sur la membrane plasmique des cellules de parenchyme phloémien dans les feuilles 

notamment (Chen et al., 2012; Cayla et al., 2019). Quant aux transporteurs SWEET16 et 

SWEET17 sont des transporteurs tonoplastiques permettant les échanges de sucres entre la 

vacuole et le cytosol. Les gènes codant ces protéines se localisent dans les cellules du xylème 

de la hampe florale (Chardon et al., 2013; Klemens et al., 2013). Ces protéines sont également 

exprimées dans le cortex de la racine où elles contribueraient ainsi aux échanges subcellulaires 

de sucres dans les organes puits (Guo et al., 2013).  

Afin de mieux comprendre l’implication des SWEETs dans le développement du 

xylème de la hampe florale, une caractérisation phénotypique des simples mutants, des doubles 

mutants sweet11sweet12 et sweet16sweet17, des triples mutants sweet11sweet12sweet16 et 

sweet11sweet12sweet16 et du quadruple mutant sweet11sweet12sweet16sweet17 a été réalisée 

à l’échelle de la plante entière, à l’échelle tissulaire, cellulaire et pariétale. Les résultats des 

travaux de thèse sont présentés sous forme de quatre chapitres. Le premier chapitre vise à mieux 

comprendre l’impact d’une perturbation des échanges de sucres dans les tissus vasculaires sur 

la croissance de la plante. Ainsi, des analyses de paramètres de croissance de la rosette, et de la 

hampe florale ainsi que des quantifications de sucres solubles et C:N ont été réalisés sur ces 

différents organes ainsi que sur les siliques. Le deuxième chapitre se concentre sur l’impact 

d’une perturbation des échanges de sucres sur le développement du système vasculaire. Les 

patrons d’expression des gènes SWEETs ont été redéfini dans nos conditions de culture et 

l’analyse plus approfondie du développement du xylème a été réalisé chez les plantes sauvages 

et chez les lignées mutées. Le troisième chapitre correspond à l’implication des gènes SWEETs 

dans la formation de la paroi secondaire des vaisseaux et des fibres de xylème. Enfin, le 

quatrième chapitre regroupe les analyses des mutants sweet en conditions de stress abiotiques. 

Ce dernier chapitre vise à mieux comprendre l’impact d’une perturbation des échanges de 

sucres sur le développement de la plante en conditions de stress. 
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Abstract: Organic (e.g., sugars and amino acids) and inorganic (e.g., K+, Na+, PO4
2−, and SO4

2−)
solutes are transported long-distance throughout plants. Lateral movement of these compounds
between the xylem and the phloem, and vice versa, has also been reported in several plant species
since the 1930s, and is believed to be important in the overall resource allocation. Studies of
Arabidopsis thaliana have provided us with a better knowledge of the anatomical framework in
which the lateral transport takes place, and have highlighted the role of specialized vascular and
perivascular cells as an interface for solute exchanges. Important breakthroughs have also been made,
mainly in Arabidopsis, in identifying some of the proteins involved in the cell-to-cell translocation of
solutes, most notably a range of plasma membrane transporters that act in different cell types. Finally,
in the future, state-of-art imaging techniques should help to better characterize the lateral transport of
these compounds on a cellular level. This review brings the lateral transport of sugars and inorganic
solutes back into focus and highlights its importance in terms of our overall understanding of plant
resource allocation.

Keywords: phloem; xylem; lateral transport; organic solutes; inorganic solutes

1. Introduction

In plants, organic (e.g., organic acids, sugars, amino acids) and inorganic (e.g., K+, Na+, NH4
+,

NO3−, SO4
2−, PO4

2−, Ca2+) solutes are dissolved in a water-based mixture (i.e., phloem and xylem
sap) that is distributed throughout the plant. Understanding how these nutrients are transported
between organs and how this transport is coordinated is of major interest for the long-term goal of
improving resource allocation in plants and in fine plant biomass production. The solute movement
between and within the different organs or tissues of a plant depends on the plant’s developmental
stage and on the environmental conditions that the plant is facing. Nevertheless, depending on the
type of compound, different transport systems act in a complementary way to allow the solutes to
reach their targeted tissue and cell (i.e., long-distance versus short-distance transport, apoplasmic
versus symplasmic pathway).

Over the long-distance, the transport of water and nutrients is achieved by the plant’s vascular
system, which is composed of phloem and xylem tissues [1]. In addition, several compounds, including
sugars [2], amino acids [2], minerals [3], ions [4], water [5], miRNA [6], transcription factors [6–9],
hormones [10,11], secondary metabolites [12,13], and more complex molecules like monolignols [14,15],
have been shown to be transported inside the different vascular cell types and between the vascular
and the perivascular tissues (i.e., the endodermis, the pericycle, and vascular parenchyma cells). More
specifically, when addressing the cell-to-cell movement of solutes (e.g., sugars, amino acids, and ions),
authors refer equally to “solute exchange” [16], “radial solute exchange”, “radial transport” [2,5],
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or “lateral transport” [17]. Moreover, this cell-to-cell movement has in some cases been associated with
transport between specific tissues in a preferential direction, such as “xylem-to-phloem transfer” or
“phloem-to-xylem transfer” [2,18,19].

During the 1960s and 1970s, extensive literature addressing lateral transport in various species
was published, and was last reviewed by van Bel in 1990 [2]. These studies unequivocally stress the
importance of this process in overall plant resource allocation. Since then, the use of the model plant
Arabidopsis thaliana has allowed significant progress to be made in the identification of the molecular
actors involved in such processes, even if direct experimental proof of lateral transport in this species is
scarce (Table 1). After presenting experimental evidence for the existence of lateral transport in various
plant species, this review will detail the anatomical framework in which solute exchanges take place,
as well as the molecular actors involved in the process, mostly identified in Arabidopsis thaliana. Of the
various organic and inorganic solutes for which lateral transport has been shown (Table 1), this review
will not address (or will only mention briefly) xylem-to-phloem transport of calcium, magnesium,
sulfate, and nitrogen, because this has been reviewed elsewhere [20–24]. Instead, the review will focus
on the transport of photosynthates and on the transport of potassium, sodium, and phosphate as
inorganic ions.

2. Evidence for the Existence of Lateral Transport in Vascular Plants

Stout and Hoagland first reported the experimental existence of lateral transport at the end
of the 1930s. Radioactive isotopes of potassium, sodium, and phosphorus were used to show that
these ions were transported from xylem to phloem in geranium (Pelargonium zonale) and in willow
(Salix lasiandra) [25]. Later, during the 1960s and 1970s, numerous articles were published that
addressed the lateral transport of organic and inorganic solutes in both herbaceous and woody species
(Table 1 and references therein). Most of these studies also used radio-labelled sugars, amino acids,
or ions to support their conclusions. Interestingly, not all inorganic ions are equal with regard to lateral
transport. According to Pate (1975), a solute should fulfil several physiological criteria in order to
move freely within the plant, such as a low degree of involvement in organic linkage, rapid cycling
through the leaves, and a high concentration in the vascular tissues [16]. Among the different inorganic
ions, potassium (K+), phosphate (PO4

2−), and sulfate (SO4
2−) come closest to meeting all of these

criteria. Sodium (Na+) is also transferred from xylem to phloem, but to a lesser extent than K+, while
calcium ions fail to cross from xylem to phloem, even if perfused at a high concentration [26,27].
Regardless of the plant species, amino acids mainly move from xylem to phloem, while sugars move
in both phloem-to-xylem and xylem-to-phloem directions (Table 1). For instance, Van Bel (1984)
demonstrated in tomato plants (Lycopersicum esculentum) that the nutritional demands of young leaves
were almost completely met by xylem-to-phloem transport of amino acids in the tomato stem [28].
In the legume species, Lupinus albus, it was shown that vegetative apices received 73% of their N
and 14% of their C through the xylem [29], while in soybean (Glycine max), 6% of C and 51% of N
enters the fruit via xylem-to-phloem transfer in the stem [30]. Phloem-to-xylem transfer of sugars
has also been described in several species, including woody species (Table 1 and references therein).
Moreover, bidirectional movement of water and ions (e.g., potassium, sodium, phosphorus, calcium,
and magnesium) in both angiosperms and gymnosperms (Table 1 and references therein) was reported.
Lateral transport of solutes is thus an important component of resource allocation, as has been shown
in several species [31] (Table 1 and references therein). However, most of these studies lacked specific
data about the anatomical framework in which lateral transport takes place. Over the past 15 years,
studies performed on the model plant Arabidopsis thaliana have given us a better picture of the cell
types involved and have highlighted the role of vascular and perivascular cells in this process.
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Table 1. Experimental evidence for lateral transport of solutes in angiosperms and gymnosperms.

Lateral Process Compound Method Used Species Reference

Xylem-to-phloem

Sucrose 14C-sucrose Populus deltoids [32]

Glumatic acid,
aspartic acid

14C-labeled
amino acid

Populus deltoids [32]

Valine, asparagine,
threonine, serine,

citrulline, glutamine

14C-labeled
amino acid

Lupinus albus [33]

Asparagine 14C-asparagine Spartium junceum [34]

Glucose 14C-glucose Vitis vinifera [35]

Inulin, valine,
aminobutyric acid

14C-labeled
compounds

Lycopersicum
esculentum [28]

Carbon and nitrogen
C/N ratio, sap

analysis,
and modeling

Glycine max [30]

Potassium and
sodium Sap analysis Salix viminalis [26]

Potassium, sodium,
and phosphorus Radioactive isotopes Pelargonium zonale

Salix lasiandra [25]

Sucrose, glucose,
and fructose

14C-labeled sugars Salix viminalis [36]

Glutamic acid,
aspartic acid

14C-labeled
amino acid

Salix viminalis [37]

Phloem-to-xylem

Photosynthates Physiological
analysis Ricinus communis [31]

Photosynthates 14CO2 Vitis labruscana [38]

Glucose, fructose,
and sucrose

14C-labeled sugars Glycine max [39]

Sucrose 14CO2 Salix viminalis [40]

Phosphorus and
sulfur

35S and 32P tracking
experiments

Phaseolus vulgaris [41]

Leakage-retrieval
process along

the phloem

Photosynthates 11CO2 Phaseolus vulgaris [42]

Sucrose and hexoses Ringing experiment Gossypium sp. [43]

Photosynthates Defoliation
experiment Fraxinus americana [44]

Sucrose
11CO2 tracking

experiment
Arabidopsis thaliana [45]

Bidirectional
exchange

Glutamine and
asparagine

14C- and 15N-labeled
compounds

Picea abies [46]

Potassium and
sodium Sap analysis Lupinus albus [47]

Potassium Sap analysis and
modeling Ricinus communis [31]

Potassium Sap analysis Hordeum vulgare [47]

Calcium and
magnesium Sap analysis Ricinus communis [48]

Water Fluorescent marker Eucalyptus saligna [5]
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3. Going In and Out of the Vascular System: The Role of Specialized Vascular and
Perivascular Cells

In higher plants, the vascular system is composed of phloem and xylem tissues, which are
organized in an organ-specific manner (Figure 1). Anatomically, the phloem tissue is composed
of phloem parenchyma cells, companion cells, and sieve elements, and mainly accounts for the
long-distance transport of sugars [49], amino acids [50], phytohormones [51], and nucleic acids [52]
from source (carbon fixing) to sink (carbohydrate import dependent) organs. The xylem tissue is
composed of xylem parenchyma cells, xylem fibers, and xylem vessels that provide structural support,
as well as enable the transport of water [53], minerals [1], and phytohormones [51] from below- to
above-ground organs. Additionally, layers of specialized parenchyma cells and perivascular cells
surrounding the phloem and xylem tissues, such as the pericycle in roots or the bundle sheath in
leaves, also constitute an important interface involved in the lateral distribution of solutes between
vascular cell types, as well as from vascular tissue to the outer cell layers, and vice versa.

3.1. The Bundle Sheath and Transfer Cells in Leaves

In leaves, phloem and xylem tissues face the adaxial and the abaxial part of the lamina, respectively,
and are organized into bundles encircled by a parenchymatous layer of cells known as the bundle
sheath (BS) [54] (Figure 1A). In previous studies, the BS cells of C4 plants have received the most
attention because of their specialized role in efficient CO2 fixation in the Calvin–Benson cycle [55],
while the role of BS cells in C3 plant leaves has been much less widely explored. Nevertheless, several
studies performed on Arabidopsis indicate an important role for BS cells in the lateral transport of
organic and inorganic solutes and suggest that BS cells facing phloem and xylem may play distinct
roles [56]. In particular, those that face the xylem may form a selective barrier, preventing excessive
amounts of ions entering or leaving the xylem [57]. In addition, they might also act as a hydraulic
regulatory barrier to reduce loss of water from the veins during abiotic stress conditions [58]. In minor
veins of source leaves, structural evidence suggests that sugars will cross the BS cells (those facing the
phloem tissue), preferably through plasmodesmata, to reach the phloem parenchyma cells before being
loaded into the phloem sieve elements [59] (Figure 1A,B). In addition, an apoplasmic route is also likely
for the transport of organic and inorganic solutes between BS cells and vascular tissues, as suggested
by the identification of candidate plasma membrane transporters detailed below [56,60–62] (Figure 1B).

Besides the important role of the bundle sheath in the lateral transport of solutes, other vascular
cell types are involved in cell-to-cell transport between the phloem and the xylem and within each
of these tissues. For instance, transfer cells (TCs), which can differentiate from existing vascular
or non-vascular cell types (e.g., bundle sheath, xylem or phloem parenchyma cells), and which are
characterized by prominent plasma membrane ingrowths, have been suggested to be a site of intense
transport activity between the different vascular cell types [63]. Most studied in the phloem of minor
veins, TC development occurs quite early (after an average of 10 days of growth) in cotyledons as
well as in young leaves of Arabidopsis thaliana plants grown in normal conditions [64]. In adult leaves,
a basipetal gradient of wall ingrowth deposition that has parallels with the sink/source transition is
observed [64]. Additionally, TCs can develop in response to changing environmental conditions, most
probably as a result of an increased demand for solute transport [65]. It has been proposed, for example,
that phloem parenchyma transfer cells (PP TCs), which are highly metabolically active, could fuel
massive transmembrane transport, notably of sugar compounds, through the plasmodesmata as well
as through active and/or passive transporter systems [66]. Finally, the role of PP TCs in controlling
membrane transport capacity has been extended to their role as a physical barrier that prevents access
of invading pathogens to sugar-rich sieve elements [67]. Even if progress has been made in our
understanding of the role of TCs, the molecular actors involved in the transport of organic solutes
(i.e., sugar and amino acids) between TCs and phloem companion cells still need to be identified.
On the basis of the localization of members of the SUGAR WILL EVENTUALLY BE EXPORTED
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TRANSPORTERS (SWEET) family in the plasma membrane ingrowths of TCs [68,69], the existence of
a facilitated transport of sugars should be further explored.
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Figure 1. Organic and inorganic solutes take several paths to enter and exit the plant vascular
system. This scheme is based on the Arabidopsis thaliana anatomy. (A,C,E) Schematic representation
of a source organ (source leaf) (A), a transport organ (floral stem) (C), and a sink organ (root) (E).
(B,D,F) Schematic representation of the possible transport pathways taken by the organic and inorganic
solutes between the different cell types in each organ ((B): leaf; (D): floral stem; and (F): root). 1. Loading
of carbohydrates, organic acids, and amino acids in the sieve tubes. 2. Water flow between xylem
and phloem. 3. Lateral transfer of amino acids from xylem to phloem. 4. N metabolism and N
remobilization. 5. Leakage and retrieval of carbohydrates, amino acids, and ions between the phloem
and the surroundings tissues. 6. Unloading of carbohydrates, organic acids, amino acids, and ions
for the supply of metabolic precursors for cell division and expansion. 7. Uptake, efflux, and influx
of inorganic solutes (e.g., NO3

−, PO4
3−, K+, SO4

2−) and nitrogen to the xylem. 8. Absorption and
flow of water to the xylem. 9. Unloading of carbohydrates, organic acids, and amino acids that will
later be used as precursors for cell division and expansion. The light blue, pale yellow, pink, and green
arrows represent the water, inorganic solutes, nitrogen, and sugar movement, respectively. The circles
represent the transporter-mediated movement of organic and inorganic solutes. BS: bundle sheath; CC:
companion cell; En: endodermis; PD: plasmodesmata; Ph: phloem; pP: phloem parenchyma cell; PPP:
phloem–pole pericycle; Px: protoxylem; MC: mesophyll cell; Mx: metaxylem; SE: sieve element; xV:
xylem vessel; xP: xylem parenchyma cell; XPP: xylem-pole pericycle.
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3.2. Vascular Parenchyma Cells, Fibers, and Rays in the Stem

In Arabidopsis thaliana, the floral stem (also referred to as the inflorescence stem) is composed
of collateral vascular bundles of phloem, cambium, and xylem, separated from each other by
interfascicular fibers (Figure 1C). In particular, fibers referred to as bast fibers or xylary fibers
(depending on whether they belong to phloem or xylem tissue) are found in the phloem and xylem [70].
Fibers can also be found in the hypocotyl phloem and xylem during secondary growth [71]. Even if the
two types of fibers (i.e., xylary fibers and interfascicular fibers) do not originate from the same vascular
cambium (i.e., the interfascicular cambium for interfascicular fibers and the fascicular cambium
for xylary fibers), both provide structural support for the plant, thanks to their thick secondary
cell walls [72]. It has recently been proposed that Arabidopsis xylary fibers also provide some of
the monolignols used for xylem vessel lignification [15]. Xylem parenchyma cells (also referred to
as xylary parenchyma cells) are also involved in supplying monolignols to the developing xylem
vessels [15]. However, it is not currently known exactly which transport pathway is involved in this
type of process. Certain members of the ATP-binding cassette (ABC) transporter family that have
been shown to transport monolignols could be good candidates [73,74]. Additionally, whether or not
exchanges between parenchyma cells/xylary fibers and developing vascular conducting cells exist
for compounds other than monolignols (e.g., sugars) or occur in other tissues (e.g., phloem) remains
an open question. Furthermore, if sugar exchanges do exist, questions of whether these are mediated
through plasmodesmata, or active and/or passive transport pathways, represent interesting issues that
should be addressed (Figure 1D), especially in terms of xylem secondary cell wall formation, which
requires a significant amount of sugar to sustain cell wall polysaccharide synthesis.

Like in the Arabidopsis floral stem, in ligneous species, the woody stem is composed of xylem
vessels and xylary fibers, but it also contains an additional cell type known as a ray. Rays, which
are rarely found in the Arabidopsis floral stem and hypocotyl [71,75], are living cells responsible for
the lateral transport of nutrients across the wood and for storage of carbohydrates [72]. Given their
role, ray cells might thus be compared to the xylary parenchyma cells found in the Arabidopsis floral
stem. In particular, it has been shown that during wood xylem development, there is an increasing
requirement of sugars (i.e., glucose, fructose, and phosphate-sugars) that can be used for sustaining
secondary cell wall formation [76]. Regarding the route taken by these sugars, they are most probably
unloaded from the sieve elements into the wood rays and then reach the developing xylem vessels
through a combination of symplasmic and apoplasmic pathways [77,78].

3.3. The Vascular Parenchyma Cells, Pericycle, and Endodermis in the Root

In a sink organ such as the Arabidopsis root, the young stele (composed of phloem, xylem,
and vascular parenchyma cells, also known as stelar parenchyma) is surrounded by the pericycle and
the endodermis (Figure 1E) [79]. As the roots get older, the pericycle cells start to divide and contribute,
along with the dividing procambium, to the generation of the vascular cambium [80].

The term “stelar parenchyma” encompasses both the phloem parenchyma cells and the xylem
parenchyma cells. In general, little attention has been given to the exact role of the root phloem
parenchyma cells, while the root xylem parenchyma cells have received the most attention, mainly
because of their role in ion/metal transport through the root. Nevertheless, experimental proof of
lateral transport of organic and/or inorganic solutes between the phloem and the xylem through
the vascular parenchyma cells in the roots is still lacking. Interestingly, a pioneering study of onion
root (Allium cepa), which established a map of plasmodesmata distribution between the different
vascular root cell types, identified several plasmodesmata at the interface between phloem–stelar and
parenchyma–xylem vessels, suggesting a possible “direct” symplasmic pathway (i.e., without passing
through the pericycle) for lateral transport (Figure 1F) [81].

The study conducted by Ma et al. (2001) also highlighted the fact that the pericycle would
also play a significant role in the symplasmic transport of ions and sugars, both along the radial
path and in a tangential direction across the radial walls (Figure 1F) [81]. However, direct proof of
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plasmodesmata-mediated transport of ions still needs to be provided. Later, a more refined analysis of
the young root in the model plant Arabidopsis showed the existence of two types of pericycle cells;
namely xylem-pole pericycle cells and phloem-pole pericycle cells (Figure 1E,F) [82]. Xylem-pole
pericycle cells have been shown to be involved in lateral root formation as well as in the apoplasmic
xylem loading of boron [83,84], while phloem-pole pericycle cells are specifically involved in the
unloading of molecules from the phloem sieve elements [85]. In a recent study, Ross-Elliott et al. (2018),
using a combination of imaging and mathematical modelling, accurately proved the existence of a
novel type of plasmodesmata named funnel plasmodesmata, which are specifically responsible for
connecting the phloem-pole pericycle cells to the protophloem sieve elements at the Arabidopsis root
tip (Figure 1F). Ross-Elliott et al. suggest that sugars unloaded from the protophloem sieve elements
move through the funnel plasmodesmata and are then able to access all other cell types through the
“regular” plasmodesmata system (Figure 1F). Other molecules, such as macromolecules, are also able
to pass through the funnel plasmodesmata, but are subsequently retained in the phloem-pole pericycle
cells [85]. These results represent an important advance in our understanding of how these different
cell types are connected, but also raise the question of whether funnel plasmodesmata exist in sink
organs other than roots, and thus represent a potential sink-specific mode for sugar unloading.

The role of the endodermis as a bidirectional barrier that controls the solutes’ access to the vascular
cylinder, as well as prevents nutrients from leaking out, is also quite well established [86,87]. Recently,
it has been shown that, as in the pericycle, two endodermal cell types co-exist in roots and each cell
type responds differently to nutrients and hormones [88]. It is also suggested that these cells display
different uptake and sensing potential [88]. These findings add an extra level of complexity to the role
of the endodermis in the lateral transport of solutes and raise the long-standing question regarding the
coordination of lateral transport of solutes between the endodermis and the pericycle cells.

4. Molecular Actors Involved in Lateral Transport of Solutes

In the context of lateral transport, determining whether a solute follows an active or a facilitated
transport pathway depends mostly on its relative concentration in the different tissue layers that it
crosses. Thus, if a solute (e.g., sucrose) is more concentrated in the phloem sap than it is in the xylem
sap, it is logical to assume that its phloem-to-xylem transfer will follow the concentration gradient
through plasmodesmata and/or the action of facilitators. Conversely, xylem-to-phloem transfer of the
solute would need an active transport step in order to overcome the concentration gradient.

Sugar gradients have been shown at the tissue level in Vicia faba cotyledons; in the Ricinus communis
hypocotyl; in the Populus tremula wood forming region [76,89,90]; and, very recently, at the microscopic
level in different Barley (Hordeum vulgare) and Arabidopsis organs [91]. In contrast, almost no direct
experimental proof of inorganic gradients exists [3,92,93]. Nonetheless, over the last 15 years, numerous
plasma membrane solute transporters that could be involved in the intercellular transport of solutes
have been characterized. These are expressed either in the leaf, in the root, or in the stem vascular
and perivascular cells of dicotyledonous species (Table 2). Interestingly, both active and passive
transporters (i.e., facilitators) acting mostly at the interface between vascular parenchyma cells and
conducting cells have been identified (Table 2).
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Table 2. Plasma membrane solute transporters showing a localization in vascular or perivascular cells in dicotyledonous species.

Gene Name Gene Locus or
Accession n◦ Function Organ Expression Domain Method Used Species/[Reference]

Ion transport

AKT2/3 At4g22200 Potassium/sodium channel Leaf, stem Phloem and xylem
parenchyma Promoter GUS fusion At/[94,95]

CCC At1g30450 Cation–chloride
cotransporter Leaf, root Xylem parenchyma Promoter GUS fusion At/[96]

CHX14 At1g06970 Potassium efflux transporter Root Xylem parenchyma Promoter GUS fusion At/[97]

CHX21 At2g31910 Sodium transporter Root Endodermis Protein
immunolocalization At/[98]

HKT1 At4g10310 Sodium/Potassium
symporter Leaf, root and stem Phloem/xylem

parenchyma, endodermis

Immuno-electron
microscopy and

promoter GUS fusion
At/[99,100]

NRT1.5/NPF7.3 At1g32450 Potassium and nitrate
transporter Root Pericycle In situ hybridization At/[101]

PHO1 At3g23430 Inorganic phosphate exporter Root Stele, xylem-pole,
endodermis Promoter GUS fusion At/[102]

PHO1;H1 At1g68740 Inorganic phosphate
transporter Leaf, root Vascular cylinder,

pericycle Promoter GUS fusion At/[103]

PHT1;5 At2g32830 Inorganic phosphate
transporter Leaf Phloem Promoter GUS fusion At/[104]

GmPT7 FJ814695 Phosphate transporter Leaf, root Vascular cylinder Promoter GUS fusion Gm/[105]

SKOR At3g02850 Potassium efflux transporter Root Xylem parenchyma,
pericycle Promoter GUS fusion At/[106]

SLAH1-3
At1g62280;
At4g27970;
At5g24030

Anion channel Root Xylem-pole pericycle Promoter GUS and
GFP fusion At/[107]

SOS1 At2g01980 Sodium antiporter Leaf, stem, root Xylem parenchyma,
pericycle Promoter GUS fusion At/[108]

SULTR2;1 At5g10180 Sulfate transporter Leaf, root Xylem parenchyma,
phloem, pericycle

Promoter GUS and
GFP fusion At/[109]

SULTR2;2 At1g77990 Sulfate transporter Leaf, root Bundle sheath, phloem
parenchyma

Promoter GUS and
GFP fusion At/[109]

SULTR3;5 At5g19600 Sulfate transporter Root Xylem parenchyma,
pericycle Promoter GFP fusion At/[110]

PtaSULTR1;1 DQ906929 Sulfate transporter Stem Phloem companion
cells, cambium In situ hybridization Pta/[111]

PtaSULTR3;3a DQ906924 Sulfate transporter Leaf, stem Companion cells, xylem
parenchyma, rays In situ hybridization Pta/[111]
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Table 2. Cont.

Gene Name Gene Locus or
Accession n◦ Function Organ Expression Domain Method Used Species/[Reference]

Sugar transport

DcSUT2 Y16768 Sucrose transporter Root Xylem and phloem
parenchyma Northern blot Dc/[112]

JrSUT1 AY504969 Sucrose transporter Stem Xylem parenchyma In situ hybridization Jr/[113]
PtaSUT3 POPTR_0019s11560 Sucrose transporter Stem Xylem vessel, fiber In situ hybridization Pta/[114]

PttSUT3 POPTR_0019s11560 Sucrose transporter Stem Cambium, xylem vessels Gene expression by
qPCR Ptt/[77]

SUC2 At1g22710 Sucrose transporter Leaf Phloem companion cells Promoter GUS/GFP
fusion At/[115,116]

SUC3 At2g02860 Sucrose transporter Leaf, stem Phloem companion cells

Protein
immunolocalization
and promoter GFP

fusion

At/[117,118]

SUT1
X82276 (Nt);
X82275 (Sly);
X69165 (St)

Sucrose transporter Leaf Xylem parenchyma Protein
immunolocalization St, Nt, Sly/[119]

SWEET4 At3g28007 Hexose facilitator Root Stele Promoter GUS fusion At/[120]

SWEET11 At3g48740 Sucrose and hexose facilitator Leaf, stem
Phloem transfer cells,

phloem/xylem
parenchyma

GFP fusion protein At/[68,121]

SWEET12 At5g23660 Sucrose and hexose facilitator Leaf, stem
Phloem transfer cells,

phloem/xylem
parenchyma

GFP fusion protein At/[68,121]

IbSWEET10 Sucrose transporter Root Stele Promoter GUS fusion Ib/[122]
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Table 2. Cont.

Gene Name Gene Locus or
Accession n◦ Function Organ Expression Domain Method Used Species/[Reference]

Organic and inorganic nitrogen

AAP2 At5g09220 Amino acid transporter Leaf, stem Phloem companion cells Promoter GUS and
GFP fusion protein At/[18]

AAP6 At5g49630 Amino acid transporter Leaf Xylem parenchyma Promoter GUS At/[123]
AMT1;1 At4g13510 Ammonium transporter Root Pericycle GFP fusion protein At/[124]
AMT2;1 At2g38290 Ammonium transporter Root Pericycle Promoter GFP At/[125]

AtProT1 At2g39890 Proline transporter Leaf, root Phloem and phloem
parenchyma Promoter GFP At/[126]

NPF2.3 At3g45680 Nitrate transporter Root Pericycle Promoter GUS and
GFP fusion protein At/[127]

NRT1.4/NPF6.2 At2g26690 Nitrate transporter Leaf Vascular system In situ hybridization At/[128,129]

NRT1.8/NPF7.2 At4g21680 Nitrate transporter Root Xylem parenchyma Promoter GUS and in
situ hybridization At/[130]

NRT1.9/NPF2.9 At1g18880 Nitrate transporter Root Phloem companion cells Promoter GUS and
GFP fusion protein At/[131]

NRT1.11/NPF1.2 At1g52190 Nitrate transporter Leaf Phloem companion cells Promoter GUS and
GFP fusion protein At/[132]

NRT1.12/NPF1.1 At3g16180 Nitrate transporter Leaf Phloem companion cells Promoter GUS and
GFP fusion protein At/[132]

At: Arabidopsis thaliana; Bv: Beta vulgaris; Dc: Daucus carota; Gm: Glycine max; Ib: Ipomoea batatas; Jr: Juglans regia; Nt: Nicotiana tabacum; Vv: Vitis vinifera; Pta: Populus tremula x Populus alba;
Ptt: Populus tremula x Populus tremuloïdes; Sly: Solanum lycopersicum; St: Solanum tuberosum.



Plants 2019, 8, 20 11 of 25

4.1. Lateral Transport of Inorganic Solutes from Xylem-To-Phloem

Inorganic solutes can be divided into anions (i.e., nitrite, nitrate, chloride, sulfate, and phosphate)
and cations (i.e., ammonium, potassium, sodium, calcium, and magnesium). The lateral transport of
inorganic nitrogen (i.e., nitrite, nitrate, and ammonium) has been the most studied (for review, [23]),
and some of the molecular actors have been characterized (Table 2). Other inorganic ions are also most
probably transported from xylem to phloem through an apoplasmic and/or coupled trans-cellular
pathway. Nonetheless, movement of inorganic ions through plasmodesmata, for example, between the
pericycle and protoxylem in a sink organ such as the onion root (Allium cepa) [81], cannot be excluded.
In this section, we will more specifically address transporters expressed in vascular and perivascular
cells that could be good candidates for the lateral transport of potassium, sodium, and phosphate,
because a substantial cycling of these ions has been shown [16,133].

4.1.1. Potassium and Sodium

Potassium (K+) is the most abundant cation and is essential for many physiological processes [134].
Sodium (Na+), in contrast, has a dual role, being beneficial for plants at low concentrations,
but becoming toxic as its concentration rises [134]. Sodium and potassium are often exchangeable,
mainly because of their chemical similarities. The lateral transfer of Na and K, along with their
long-distance transport, must thus be tightly coordinated to control the balance between the two. Both
cations are taken up by the root system through numerous plasma membrane-localized transporters
that are mostly expressed in the xylem parenchyma cells, such as the high-affinity potassium and
sodium transporter 1 (HKT1), the cation/H+ exchanger (CHX14 and CHX21), the shaker-like outward
channel (SKOR), and the Na+/H+ antiporter (SOS1) (Table 2 and references therein) [135]. Once
loaded into the xylem sap through an active and/or a passive transport system [136], potassium and
sodium are transported through the stem and unloaded at the target organs (e.g., the leaf) through the
action of the high affinity potassium/sodium symporter (HKT1) (Table 2 and Figure 2). In addition,
phloem/xylem sap analysis using radioactive isotopes of potassium and sodium showed that both
cations are also partially transferred from the xylem to the phloem to be sent back to the root [25,31,137].
This process has been studied in particular in Ricinus communis [31]. In this species, more than 30%
of the total Na+ taken up in the root is actually recycled back to the root after a xylem-to-phloem
transfer. Additionally, half of the K+ loaded into the xylem sap is recycled back via the phloem to be
incorporated into the roots. Even if this general flow model emphasizes the role of the lateral transfer
between xylem and phloem for both cations in this species [31], the question of whether or not the
unloading of potassium and sodium from the root phloem occurs through plasmodesmata needs to be
further addressed.

Peuke [31] also noted that, in terms of proportion, the general flow model for K+ is quite similar
to that of the N, suggesting a strong interaction between the two compounds. In tomato, the K+

concentration in the xylem sap has been shown to influence the rate of amino acid uptake, with a low
K+ concentration stimulating amino acid uptake, and vice versa (Table 2 and references therein). More
broadly, it has been shown that each time a substrate is taken up through a proton symport, K+ ions are
released into the transpiration stream [138]. Regarding the translocation stream, analysis of mutants
deficient in the expression of the AKT2/3 potassium channel localized in the phloem parenchyma
cells in the Arabidopsis floral stem (Figure 2) showed that the retrieval mechanisms of sugars along
the phloem tissue are also intimately linked to the transport of K+ ions via the action of AKT2/3 [139].
Subsequent studies identified that K+ ions moving in the phloem sap can be assimilated into an energy
store that can be used to overcome local energy limitations generated by the action of the K+ and sugar
proton-coupled transporters [140,141].
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Figure 2. Model for sugar and ion transport in the Arabidopsis floral stem. The upper panel shows a
vascular bundle transversal section stained with alcian blue/safranin O. The primary cell walls appear
in different shades of orange and the secondary cell walls appear in red. The lower panel is a sketch
showing a longitudinal view of the different cell types present in a vascular bundle. The white bridges
between two cells represent the plasmodesmata. The model was based on current knowledge of the
spatial distribution of sugar and ion transporters in the Arabidopsis floral stem. Known locations of
members of the sugar and ion transporters in other Arabidopsis organ or in woody stem have been
added as putative locations in Arabidopsis floral stem (question marks). pPC: phloem parenchyma
cell; CC: companion cell; SE: sieve element; SUC: SUCROSE TRANSPORTER; SWEET: SUGAR WILL
EVENTUALLY BE EXPORTED TRANSPORTERS; xV: xylem vessel; xF: xylary fiber; xPC: xylem
parenchyma cell.

As AKT2/3 is a channel that is responsible for the facilitated diffusion of potassium, its mode
of action implies the presence of a potassium gradient between the phloem companion cell/sieve
element complex and the surrounding tissues that can be used locally to assure the retrieval and
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subsequent reloading of sugar by and from the transport phloem [141]. However, the exact nature of
the transporters involved in such a process is still not known with certainty.

Sodium ions can also be loaded into the root xylem vessel via SOS1, a xylem parenchyma-localized
antiporter, which mediates Na+/H+ exchanges [108]. Interestingly, SOS1 is also located in the xylem
parenchyma cells of the floral stem and leaves [108], suggesting that this transporter could work both
to load sodium into the xylem vessel and to retrieve it along the transpiration stream (Figure 2). Once
in the transpiration stream, it has been suggested that sodium could be laterally transferred from
xylem to phloem, likely via the action of the HKT1 transporter. This transfer has been suggested
to be biologically relevant in order to prevent ion overaccumulation in the shoot of Arabidopsis or
cotton in the context of high salinity [142,143]. However, Davenport et al. [144] later challenged
the role of HKT1 in this process and, therefore, the very existence of sodium recirculation to the
root through the phloem has been questioned and remains under debate [145]. One way to address
this question would be to estimate the relative Na+ fluxes in the phloem and xylem sap. While in
Ricinus communis, the recirculation of sodium has been estimated to be around 30%, similar experiments
in monocotyledons suggest that lateral transfer of sodium would only account for 5–7% of the total
sodium uptake [145]. Without questioning the existence of sodium recirculation, these discrepancies
point out the need to carefully estimate phloem and xylem flow rates according to the plant species
and environmental conditions.

4.1.2. Phosphate

Phosphorus (P) is a macronutrient essential for cellular processes such as energy production, redox
reactions, photosynthesis, and phosphorylation/dephosphorylation reactions [146]. Phosphorus enters
the plant root system in the form of inorganic P (Pi), such as PO4

3−, H2PO4
−, or HPO4

2−, through
an energized process involving H+/Pi co-transport in order to overcome the negative membrane
potential [146]. Pi is then transported through the different root tissues through the action of, at least,
the AtPHO1 and AtPHO1;H1 transporters, which are expressed in the endodermis and the pericycle,
respectively, before being loaded into the xylem sap for root-to-shoot transport [102,103]. Additionally,
under long-term Pi starvation, Pi is remobilized from the old leaves toward the sink tissues (e.g.,
the growing root or the seeds). This remobilization from shoot-to-root requires the action of the
phloem-localized PHT1;5 transporter [104,147]. Although phosphorus was the first anion for which
lateral transport was shown [25], it is still not known with certainty which transporters are involved
in Pi recycling from the xylem to the phloem, although the antiporters PHO1 and PHT1;5 could be
involved in such a process (Figure 2). In addition, it has been suggested that in rice, Pi might also
be transported by members of the SULTR transporter family [148]. As most phosphate transporters
are conserved between monocots and dicots, assessing the role of SULTR transporters in the lateral
transfer of Pi may also be relevant. To improve our limited knowledge of lateral transport of Pi, one of
the first steps will thus be to carefully identify the vascular cell types in which the plasmalemmal Pi
transporters are expressed. Once this is achieved, genetic tools and Pi flow modelling could then be
combined to help to better define the contribution of long-distance versus lateral Pi transport.

4.2. Lateral Transport of Sugars in the Vascular System

Experimental proof for the lateral transport of sugars has been provided for both the
phloem-to-xylem and the xylem-to-phloem direction (Table 1). This transport is thought to primarily
act in carbon transport and recirculatization via the phloem or the xylem. At a more local scale,
the leakage-retrieval mechanism of sugars (recruiting both plasmodesmata or facilitators for leakage
and energized transporters for retrieval) that occurs along the transport phloem (for review, [17]) can
also be regarded as the lateral transport process.
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4.2.1. Leakage-Retrieval Process along the Transport Phloem

The first evidence for a leakage-retrieval process along the transport phloem was obtained
in experiments performed on the Phaseolus vulgaris stem [42,149–152]. This was demonstrated
by the combined use of 11C-labelled substrate, electron microscopy techniques, and application
of p-chloromercuribenzene sulphonic acid (PCMBS), which blocks active sugar loading into the
phloem [42,149–152]. In Phaseolus vulgaris, passive leakage of photosynthates from the phloem
sieve elements was shown to occur at a rate of 4% cm−1. The lost sugars were then assumed to
be continuously reloaded by active transport [152]. In Arabidopsis, the sucrose/H+ symporter SUC2,
located at the plasma membrane of the companion cells, has been shown to play a role in retrieving
leaked sucrose along the transport phloem in addition to having a well-known role in loading sucrose
into the phloem sieve elements [45] (Figure 2). Another part of the leaked sucrose is used by the lateral
sinks, such as the cambium and possibly the xylem, for growth and tissue maintenance [17]. However,
the exact proportion of sucrose involved in this leakage-retrieval cycle, as well as the molecular actors
involved, remain difficult to determine. Nevertheless, observation of a partial complementation of the
suc2 mutant line by expression of the SUC2 gene under control of the minor vein-specific galactinol
synthase promoter from melon (CmGAS1) in this mutant suggests that the retrieval mechanism is
not negligeable [153]. It is worth mentioning that this type of leakage-retrieval process most likely
depends on the plant species, developmental stage, and growth conditions [154].

4.2.2. Phloem-To-Xylem and Xylem-To-Phloem Transport of Sugars in the Stem

In tree species, a proposed important role of the lateral transport of sugars is the prevention
and/or repair of xylem embolism and/or cavitation. Transport of sugars between vascular cell types
has been demonstrated during the xylem refilling process that occurs following an embolism [155].
It has been hypothesized that, during such a phenomenon, movement of water and sugars stored
in the phloem towards the xylem vessels could be used to repair the embolism [155]. Additionally,
as suggested for the walnut tree (Juglans regia), cell-to-cell transport of sugars between ray cells and
xylem vessels, most likely mediated by a SUC2/SUT1 ortholog, could also account for the embolism
repair [113] (Figure 2). Furthermore, it has been hypothetized that the starch stored in ray cell xylem
parenchyma cells would depolymerize during xylem refilling and that the sugars produced during
this phase are then loaded into cavitated conduits. In turn, the reduced level of starch in the xylem
parenchyma cells would result in the cells becoming strong sinks, with the consequent unloading of
sugars and water from the phloem directed to the refilling conduits [155]. The difference in sugar
concentration between the two compartments/tissues would imply preferential use of plasmodesmata
or a facilitated sugar transport system to sustain such a movement. Here, the sugar efflux transporters
of the SWEET family could be good candidates [156].

In the Arabidopsis floral stem, the formation of xylem fibers and vessels and the subsequent
extra-thickening of their secondary cell walls also appears to rely on lateral movement of sugars [121].
The existence of a sugar gradient between xylary parenchyma cells and xylem vessels has been
suggested in a study of the double mutant sweet11sweet12 [121]. SWEET11 and SWEET12 are
encoded for facilitators that transport sugars along the concentration gradient without any energized
process [68], and are expressed in the phloem and xylem parenchyma cells of the floral stem [121]
(Figure 2). The sweet11sweet12 double mutant was found to exhibit defects during development of
the floral stem vascular system, as well as a modified xylem secondary cell wall composition [121].
Modification of the phloem cell wall composition has also been shown in the double mutant line using
synchrotron-based Fourier-transformed infrared spectroscopy (FTIR) [157], suggesting that facilitated
sugar transport between vascular parenchyma cells and developing conducting cells (i.e., xylem vessels,
xylary fibers, and phloem sieve elements) is required to sustain normal cell wall formation. However,
whether this movement takes place in the phloem-to-xylem direction or more locally between vascular
parenchyma cells and conducting cells needs to be further addressed.
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Moreover, it is not yet known if a similar transport mode exists in other plant species, such as
ligneous species, in particular during wood formation, which requires a high amount of sugars for
the synthesis of cell wall polysaccharides and lignin. The recent release of the aspen transcriptome
profiling datasets, with a resolution of a few microns in the wood forming region, has enabled analysis
of the expression pattern of SWEET genes during xylem formation [78,158]. Analyses have shown
that several SWEET genes are also expressed in this region, supporting the possible participation of
PtSWEET11/12 in the sugar exchange between rays and xylem vessels [78]. Interestingly, in aspen,
it has been shown that once in the apoplasm of xylem tissue, sucrose can be delivered to the developing
vessels through the action of the PttSUT3 (sucrose/H+ symporter) to support the secondary cell wall
formation [77]. In addition, increased levels of hexoses and hexose phosphates, as well as UDP–glucose,
in cells undergoing secondary cell wall formation have been identified across the wood forming region
in poplar. This confirms the higher need for sugars in these cells and the existence of a sugar gradient
along the xylem area undergoing secondary cell wall maturation and cell death [76]. A similar role for
the SUT1 transporter has also been hypothesized in Solanaceous species (tomato, potato, and tobacco)
because of its presence in both the phloem and the xylem parenchyma cells [119]. Further studies of
members of the SUC/SUT and SWEET family will be needed to refine their possible role in the lateral
transport of sugars (Figure 2).

4.2.3. Lateral Transport of Sugar in the Leaf

Even if there is no evidence for lateral transport of sugars between the vascular tissues
in leaves, previous studies have identified interesting candidates that could be involved in
the cell-to-cell transport of organic solutes between leaf bundle sheath and vascular tissues.
Cui et al. (2014), using ChIP-chip experiments, identified several targets of the SHORT-ROOT
(SHR) and/or SCARECROW-LIKE23 (SCL23) transcription factors, which specify the fate of
bundle sheath cells in Arabidopsis leaves. Among them, some are involved in sugar transport,
including the hexose transporters PMT5 and STP1 and the sucrose transporter SUC1. Interestingly,
additional targets identified in this study are known to be involved in nitrogen (NFP6.3,
NPF4.6, PROT3, UMAMIT1, and CAT6), potassium (KUP1 and KT12), magnesium (MGT9/MRS2-2
and MGT6/MRS2-4), and phosphate transport (PHT1;3) [159]. Furthermore, by characterizing
the SHORT-ROOT/SCARECROW/SCARECROW-LIKE23 (SHR/SCR/SCL23) regulatory module,
Cui et al. (2014) showed that in leaf major veins, SCR is preferentially expressed in BS cells facing the
phloem, while SCL23 is expressed in BS cells facing the xylem. This suggests that, depending on their
closest cell neighbors, BS cells could fulfil specific roles [159].

Additionally, cell-specific transcriptomic studies in Arabidopsis allowed the identification of
differentially expressed genes in the leaf bundle sheath cells [61,62]. In particular, they identified
genes coding for sugar transporters (i.e., AtSWEET10, AtSUC8), as well as amino acid/organic acid
transporters (i.e., AtGLR3.6, AtALMT6).

Altogether, these works suggest the existence of a fine regulation of lateral solute transport
mediated by an active and/or a passive transport system, and provide evidence that the lateral
transport also integrates oriented flow of organic and inorganic solutes, either towards the adaxial or
the abaxial side of the lamina.

5. State-Of-The-Art Biophysical Tools for Monitoring in Situ Lateral Transport of Solutes

A better understanding of lateral transport of solutes in vascular tissues requires correct
description of the types of connections that exist between the vascular cells. This is particularly
important for anatomically highly complex organs such as the stem. In the 1980s to 1990s, this
issue was addressed using transmission electron microscopy, which allows plasmodesmata frequency
maps between cells to be determined and, therefore, symplasmic continuity or discontinuity to be
identified [160,161]. In addition, in rice leaf blades, combined use of fluorescent markers and confocal
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scanning laser microscopy has enabled identification of a symplasmic phloem-loading pathway
between xylem parenchyma cells and phloem sieve elements [162].

In addition, Liesche et al. (2012) developed the three-dimensional photoactivation microscopy
technique in order to quantify plasmodesmata-mediated cell wall permeability between different
cell types with cage fluorescein as tracer, enabling them to quantify the real-time mobility
between cells in angiosperms and gymnosperms [163,164]. As it is now possible to synthetize
conjugated-molecules, such as fluorescent phytohormones [165,166], which are mobile between
different cell types, and hydrophilic gold nanoparticles, which can be transported in the vascular
tissues [167], the development of conjugated sugars might also be used as a more direct approach to
trace sugars at the tissue or cell level. In line with these techniques, the fluorescent coumarine glucoside
esculin, which mimics sucrose translocation [168], is a promising tool for exploring lateral transport.
The use of infrared spectroscopy (FTIR) combined with state-of-the-art statistical modeling has also
been proven effective for quantitatively imaging the sucrose content at the microscopic level in barley
leaf, stem, and seeds, as well as in Arabidopsis hypocotyls [91]. This breakthrough technology thus
represents a great opportunity to better characterize the lateral transport of metabolites in the future.

Lateral exchanges of sugars and amino acids might also be monitored at a higher spatial
resolution using isotope tracers such as 15N and 13C/11C and cryo-secondary ion mass spectroscopy.
This technique has already been successfully used to demonstrate lateral exchanges of magnesium,
potassium, and calcium between vascular tissues in the french bean (Phaseolus vulgaris) stem [3].
This type of mineral ion movement has also been observed in planta with the real-time radioisotope
imaging system (RRIS) [169]. This technique also allowed the authors to follow the temporal evolution
of 14C-labelled metabolites over 24 h in the different organs at the whole plant level [169]. Finally,
the use of new imaging techniques in plant sciences, such as position emission tomography (PET),
which exploits positron-emitting radioactive metabolite analogues, will provide exciting opportunities
to improve our understanding of solute flows within the vascular system [170]. State-of-the-art
techniques such as these will likely be required to better understand the lateral movement of a wide
range of compounds including sugars and inorganic ions.

6. Concluding Remarks and Future Prospects

Since the existence of lateral movement of inorganic solutes was first reported in the 1930s,
significant progress has been made in identifying several of the molecular actors involved in organic
and inorganic solute exchanges. It has been discovered that the lateral transport of sugars is controlled
by coordinated symplasmic and apoplasmic pathways, which constitutes a new paradigm that still
needs to be confirmed for the lateral transfer of other solutes. In this scheme, another important step
will be to better understand the environmental factors regulating the relative contribution of both
pathways, as well as to take into account that their contributions probably vary between organs within
a plant species and between plant species. Thus, more knowledge needs to be acquired at the cell level
(e.g., plasmodesmata density, localization of the solute transporters) before the relative contributions
of both pathways to the lateral transport can be determined. In addition, the use of cell-specific and
single-cell technology combined with next generation sequencing would help to identify additional
transporter families that could be involved in lateral movement [60,171]. For instance, the use of
bundle sheath (e.g., SHR and SCR23), xylem parenchyma (e.g., PRX47), or phloem parenchyma (e.g.,
GIGANTEA) specific promoters combined with the translatome tibosome affinity purification (TRAP)
technology, developed by Mustroph et al. [60], could help to provide a better understanding of the
specificity of these cell types, as well as to go further in the identification of transporters involved in
solute loading and unloading between vascular and perivascular cells.

Overall, addressing these questions will help to better comprehend how the carbon, ion,
and nitrogen allocation and the interaction between them are coordinated throughout the plant
body. This knowledge could finally be used to achieve a complete model of the resource economy in
plants and thus to improve crop yield.
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1. Matériel végétal 

 

1.1. Préparation des graines 

Quel que soit l’expérimentation, les graines ont été stérilisées puis vernalisées dans 0.1 % 

d’Agar pendant 48h à 4°C avant d’être semées en serre ou en chambre de culture. Les graines 

ont été stérilisées sous hotte avec une solution de stérilisation composée de 2 ml d’une solution 

de javel (2 comprimés de javel dans 50 ml d’eau distillée) et de 8 ml d’éthanol 96° durant 5 

minutes en prenant soin de bien remué. Les graines sont ensuite lavées dans une solution 

d’éthanol 96°C durant 1 minute avant d’être séchées tube ouvert sous la hotte durant une nuit. 

 

1.2. Production des lignées mutantes sweet 

Dans l’équipe, des lignées d’Arabidopsis thaliana portant une insertion ADN-T au 

niveau des gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16, ou SWEET17 ont été précédemment 

produites. Ces lignées ont été caractérisées comme étant des allèles nuls (Chardon et al., 2013 

; Le Hir et al., 2015) (Figure 13). Les lignées doublement mutées swt11swt12 et sweet16sweet17 

et la lignée triplement mutée swt11swt12swt16 ont été précédemment obtenues par croisement 

dans l’équipe. Dans le cadre de ma thèse, j’ai réalisé des croisements entre les mutants 

swt16swt17 et swt11swt12swt16 afin d’obtenir le triple mutant swt11swt12swt17 et le quadruple 

mutant swt11swt12swt16swt17.  

1.3. Génotypage des lignées par PCR (Polymerase Chain Reaction) 

 

1.3.1. Extraction d’ADN 

Environ 200 graines issues du croisement entre le double mutant swt16swt17 et le triple 

mutant swt11swt12swt16 ont été semées en serre afin d’identifier le triple mutant 

swt11swt12swt17 et le quadruple mutant swt11swt12swt16swt17. Après environ 15 jours de 

croissance une feuille de chaque plante a été récoltée dans un tube contenant une bille d’acier 

de 3 mm et 500 µl de tampon d’extraction (Tris HCl pH 7.5 200 mM, NaCl 250 mM, EDTA 

25 mM, SDS 0.5 %) (Edwards et al., 1991). Après broyage au broyeur à bille à la fréquence de 

30Hz pendant 2 min, les échantillons sont laissés dans une étude à 65°C pendant 15 min. L'ADN 

est séparé des débris cellulaires par une centrifugation de 10 min à 4000 rpm et 4°C. Après 

centrifugation, 120 µl du surnageant sont prélevés et ajoutés à 120 µl d'isopropanol, et le 

mélange est ensuite centrifugé pendant 10 min à 4000 rpm. Le surnageant est éliminé et le culot 

est rincé à l'éthanol 75%. Après une centrifugation de 5 min à 4000 rpm l'éthanol est éliminé 

puis le culot séché 15 min à 65°C avant d'être resuspendu dans 100 µL d'eau milliQ. 
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Figure 13 : Représentation graphique des lignées mutées dans l’expression des SWEETs 

Localisation des insertions d’ADN-T dans les gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et 

SWEET17 avec le mutant nul sweet11-1 (lignée SALK) (Le Hir et al., 2015), le mutant nul 

sweet12-1 (lignée SALK) (Le Hir et al., 2015), le mutant nul sweet16-4 (lignée SM) et le mutant 

nul sweet17-1 (lignée SALK) (Chardon et al., 2013). 
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1.3.2. Génotypage par PCR 

Des PCR de génotypage ont été réalisées sur les ADN précédemment extraits. Les amorces 

de génotypage utilisées pour les lignées swt11-1 (SALK_073269), swt12-2 (SALK_031696), 

swt16-4 (SM_3.30075) et swt17-1 (SALK_012485.27.15.x) et les amorces interne à l’ADN-T 

de type LBb1,3 (lignée SALK) ou Spm32 (Lignée SM) (Tableau SI). Les réactions de PCR ont 

été réalisées dans des plaques de 96 puits. Chaque réaction PCR a été faite en combinant 20 µl 

de Mix PCR et 5 µl d’ADN de l’échantillon végétal. Le Mix PCR contient 2,5 µl de tampon, 

2,5 µL de MgCl2, 0,3 µl de dNTPs (25 mM), 0,3 µl de chaque amorces (100 mM), et 0,2 µl de 

DreamTaq (ThermoFisher Scientifique). Le programme PCR était le suivant : 94°C 5 minutes 

puis 40 cycles de 30 sec à 96°C (dénaturation), 30 sec à 58°C (hybridation avec les amorces) et 

1 min à 72°C (élongation du fragment d’ADN). L’élongation finale se fait à 72°C pendant 5 

min. 10 µl de chaque réaction de PCR est ensuite mis à migrer dans un gel d’agarose à 1% (w/v) 

contenant du bromure d’éthidium (BET) comme agent intercalant. La révélation se fait sous la 

lumière UV.  

 

2. Conditions de culture 

 

2.1. Cultures réalisées au cours de ma thèse 

Au cours de ma thèse, j’ai réalisé plusieurs cultures afin de reproduire les phénotypes 

observés. Les résultats présentés dans les chapitres sont issus d’une même culture mais de 

nombreux phénotypes ont été répétés plusieurs fois au cours de ma thèse à partir de cultures 

différentes (Tableau SIII). Les résultats présentés dans les Chapitres 1 et 2 sont issus de plantes 

cultivées dans les mêmes conditions. Cette culture comprenait 8 plantes par génotype avec les 

10 génotypes suivants : WT, swt11, swt12, swt16, swt17, swt11swt12, swt16swt17, 

swt11swt12swt16, swt11swt12swt17 et le quadruple mutant swt11swt12swt16swt17. 

 

2.2. Condition de culture en jours longs 

La germination des graines a été synchronisée en stratifiant les graines dans un milieu 

liquide contenant 0,1 % d’agar conservées à 4°C durant 48 heures. Les graines ont par la suite 

été semées en sol en chambre de culture dans des plaques contenant 24 pots en prenant soin de 

semées 2 à 3 graines par pot. Le semis et la croissance des graines ont été réalisés en chambre 

de culture en conditions de jours longs avec une photopériode de 16 h d’exposition lumineuse 
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contre 8 h d’obscurité. Après avoir retiré les plantules supplémentaires afin de ne garder qu’une 

plantule par pot, les plantes ont été réparties aléatoirement au sein de chaque plateau et dans la 

chambre de culture. Dans cette chambre de culture, la température de jour est de 22°C et celle 

de nuit est de 18°C. Les lampes à sodium présentes dans la chambre de culture ont une 

irradiance de 150 µmol/m²/s au niveau de la rosette. Les plantes ont été arrosées avec une 

solution nutritive de type NPK deux fois par semaine. Le matériel végétal a été récolté après 49 

jours de croissance soit 7 semaines de croissance. Les stades de développement des plantes en 

conditions de jours longs plantes sont représentés dans le Tableau 1 ci-dessous. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau I : Représentation des stades de développement des plantes en conditions de jours longs décrit 

par Boyes et al., 2001 en serre et dans nos conditions de culture en jours longs 
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2.3. Condition de culture en condition de stress 

 

2.3.1. Condition de culture pour la contrainte gel 

Une analyse de la tolérance au gel du WT et des lignées sweet a été réalisée en collaboration 

avec Carine Géry et Evelyne Téoulé de l’équipe Variabilité et Tolérance aux stress abiotiques 

de l’IJPB selon le protocole publié par McKhann et al. (2008). Les graines ont tout d’abord été 

vernalisée 48 heures à 4°C à l’obscurité dans 2 ml d’Agar 0.1 %. Les graines (150 µl) ont 

ensuite été semées en serre dans des terrines de 12 * 15 cm sous forme de poquet. Après deux 

semaines de croissance en serre, les plantes ont été transférées à 17h30 dans une chambre de 

culture à 4°C avec une photopériode de 12 heures jour/nuit. Après 7 jours d’endurcissement à 

4°C, les plantes ont été transférées à 17h30 à -5°C ou -7°C selon le stress étudié. La durée de 

stress est de 48 heures, elles sont par la suite de nouveau transférées en serre à 17h30. Après 

une semaine de croissance en serre, les poquets sont alors photographiés et annotée selon 

l’échelle de notation suivante (Figure 14). Les notations ont été réalisées par deux personnes 

différentes et des moyennes ont été réalisées sur les notations provenant des deux personnes 

différentes (Figure 14). 

 

 

 

 

Figure 14 : Représentation schématique des conditions de croissance pour le stress gel 

Représentation des différentes étapes de croissance en fonction du temps (jours) avec 48h de 

vernalisation (en jaune), deux semaines en serre (en vert), 7 jours d’acclimatation à 4°C (en 

bleu clair), 48h de contrainte -5°C ou -7°C (en bleu foncé), une semaine en serre (en vert) avec 

la date de notation des lésions le 33ème jour de croissance. 
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2.3.2. Condition de culture pour la contrainte température fraîche 

Les expérimentations de températures fraîches ont été réalisées dans des phytotrons en 

conditions contrôlées. Trois conditions de culture ont été appliquées : (1) une condition 

« Contrôle », (2) une condition « Stress » et (3) une condition « Développement » (Figure 15). 

Deux phytotrons étaient à disposition, un alloué à la température 22°C, le second réglé à une 

température 7°C. Les deux phytotrons ont les mêmes conditions de culture à savoir des 

conditions de jours longs avec 16 h d’exposition lumineuse contre 8 h de nuit. Les installations 

lumineuses sont des lampes LED neuves avec une irradiance de 170µmol/m²/s. Les plantes ont 

été arrosées 1 à 2 fois par semaine selon l’humidité de la motte.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Représentation des trois conditions de culture de température fraiche 7°C 

Représentation schématique du nombre de semaines passées à 22°C (en vert) et à 7°C (en bleu) 

en fonction des contions de cultures (1) contrôle, (2) stress, (3) développement. 

 

Les génotypes WT, les deux doubles mutants swt11swt12, swt16swt17 et le quadruple 

mutant swt11swt12swt16swt17 ont été analysés. Dans chaque conditions, 5 plantes par 

génotype ont été analysés. Ces expérimentations ont été répété trois fois durant ma thèse. Les 

résultats présentés dans le Chapitre 3 correspondent aux résultats d’une seule culture.  
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(1) Condition « Contrôle » 

La condition « Contrôle » correspond à la croissance des plantes à 22°C tout au long 

de leur croissance (Figure 15). 

(2) Condition « Stress » 

Dans la condition « Stress » les plantes ont tout d’abord cultivées pendant 14 jours de 

croissance à 22°C puis elles ont été transférées le 14ème jour dans le phytotron à 7°C. Les plantes 

ont ensuite été de nouveau transférées le 21ème jour dans le phytotron à 22°C. Les plantes ont 

terminé leur croissance dans le phytotron à 22°C jusqu’au prélèvement du matériel végétal 

(Figure 15). 

(3) Condition « Développement » 

Dans la condition « Développement » Les plantes ont, comme pour les deux autres 

conditions, passées les deux premières semaines de croissance à 22°C. Les plantes ont par la 

suite été transférées dans le phytotron à 7°C et le matériel végétal a été prélevé lorsque la hampe 

florale atteignait 15 à 20 cm de hauteur (Figure 15). 

 

2.3.3. Condition de culture pour la contrainte sécheresse 

Les génotypes de type sauvage (WT), les deux doubles mutants swt11swt12, swt16swt17 

et le quadruple mutant swt11swt12swt16swt17 ont été analysés en conditions de stress 

sécheresse sur le phénoscope à l’IJPB à Versailles. Le phénoscope est une plateforme de 

phénotypage haut débit. En effet, cet équipement permet la croissance de 600 plantes et est une 

plateforme permettant l’analyse de phénotypes en conditions de stress. Le phénoscope permet 

de peser la motte sur lesquels croient les plantes afin d’ajuster le contenu en eau le plus 

précisément possible. Ainsi, trois conditions de stress ont été appliquées : (1) condition 

« Contrôle » dans laquelle le contenu en eau de la motte est de 60 % (60 % SWC, Soil Water 

Content), (2) condition « Stress modéré » dans laquelle le contenu en eau de la motte est de 30 

% (30% SWC), et (3) la condition « Stress sévère » dans laquelle le contenu en eau de la motte 

est de 25 % (25 % SWC) (Figure 16). Le phénoscope est équipée d’une caméra visible et infra-

rouge permettant de prendre quotidiennement des photographies et de mesurer ainsi la surface 

verte projetée. 
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3. Mesures des paramètres de croissance de la plante 

 

3.1. Critères de détermination de l’émergence du bouton floral 

 

Le critère d’émergence du bouton floral a été déterminé visuellement lorsque le bouton 

floral fait plus de 0,5 cm de hauteur. Dans nos conditions de culture en jours longs, l’apparition 

du bouton floral a été relevé à 28 jours, pour tous les génotypes et ce critère a été répété dans 

toutes les cultures effectuées (Figure 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Représentation schématique du contenu en eau appliqué en 

condition de stress sécheresse 

La condition contrôle (1) correspond à 60 % d’eau dans la motte, la 

condition stress modéré correspond à 30% d’eau dans la motte et la 

condition stress sévère correspond à 25% d’eau dans la motte. 

 

Figure 17 : Photographie de l’apparition du bouton floral : critère retenu pour 

déterminer l’émergence du bouton floral chez les différentes lignées  
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3.2. Mesures de la surface verte projetée 

 

Afin de mesurer la surface verte projetée, j’ai pris des photographies des plantes 

individuellement à l’aide d’un trépied afin de les prendre à la même distance tout en prenant 

soin de mettre une échelle. J’ai réalisé ces photographies tous les deux à trois jours du 1er jour 

après semis jusqu’au 38ème jour afin de pouvoir suivre la croissance de la rosette au cours du 

temps. En effet, après le 38ème jour, il devient difficile d’effectuer l’analyse d’image avec une 

hampe florale de 15 cm de hauteur. Les mesures de surface verte projetée ont été réalisées avec 

le logiciel ImageJ (ImageJ 1.37 ; NIH, Bethesda, MD, USA). Après avoir pris soin de calibrer 

l’échelle sur les photographies et de l’avoir appliquée à toutes les photographies, le contraste 

des photographies a été modifié afin de pouvoir obtenir une rosette de couleur unie à l’outils 

Threshold. En modifiant la saturation et la luminosité de l’image, la rosette est alors de couleur 

unie et peut être sélectionner avec le curseur « wand tracing tool ». Le logiciel mesure alors la 

surface de l’élément sélectionné (Figure 18). 

 

Figure 18: Représentation du traitement d’image pour mesurer la surface verte projetée 

de la rosette 

Utilisation du logiciel ImageJ pour traiter l’image (la contraster et obtenir une rosette de couleur 

unie) afin de pouvoir sélectionner la totalité de la rosette et mesurer la surface de l’objet 

selectionné. 

 

J’ai réalisé ces mesures sur 8 plantes pour chaque génotype et ait calculé à l’aide du logiciel 

Excel la moyenne à chaque date de photographie. Ainsi, j’ai pu réaliser une cinétique de 

croissance de la rosette au cours du temps. Ainsi, j’ai calculé la vitesse de croissance à savoir 

la différence de surface verte projetée d’un génotype entre la date tn+1 et tn, divisé par le nombre 

de jours séparant ces deux dates selon la formule suivante ci-après. 
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3.3. Mesures effectuées sur la hampe florale principale et les organes axillaires 

 

➢ Mesures de la hauteur de la hampe florale principale 

La hauteur de la hampe florale de chaque plante a été mesurée en chambre de culture sur 

le plateau à l’aide d’un triple décimètre. Les mesures ont été effectuées quelques heures avant 

le prélèvement du matériel végétal. 

➢ Comptabilisation du nombre d’inflorescences latérales et mesures de la taille 

des entre-nœuds 

Le nombre d’inflorescences latérales a été comptabilisé sur plante entière. Il s’agit des 

hampes latérales qui se développent sur la hampe florale principale. La taille des entre-nœuds 

séparant deux inflorescences latérales a été mesurée à l’aide d’un pied à coulisse. Le premier 

entre-nœud correspond à la distance séparant la base de la hampe florale et la première 

inflorescence latérale. 

➢ Comptabilisation du nombre de siliques sur la hampe florale principale 

Le nombre de siliques situées sur la hampe florale principale a également été 

comptabilisé le 44ème jour de croissance. Toutes les siliques ont été prises en compte à savoir 

les siliques les plus matures se trouvant à mi-hauteur de la hampe florale et les siliques les plus 

jeunes situées sous le bouton floral.  

➢ Mesures du pourcentage de carbone et d’azote dans les siliques par EA-IRMS 

En collaboration avec Fabien Chardon et Anne Marmagne de l’équipe SATURNE à l’IJPB 

de Versailles des analyses de poids de siliques et de ratio C/N ont été réalisés sur une culture 

indépendante. Cependant, les phénotypes les plus robustes tel que la cinétique de croissance de 

la rosette et le diamètre de la hampe florale des lignées mutantes ont été mesurés. Toutes les 

siliques de la hampe florale principale ont été prélevés le 49ème jour de croissance, broyés puis 

placés dans des capsules en étain dans une étuve à 70°C durant 24h. Les échantillons ont été 

analysés par un analyseur élémentaire (EA) couplé à un spectromètre de masse à ratio 

isotopique (IRMS, NA1500, Carlo Erba, GV Instruments, UK) Cet appareil de mesure permet 

    [Surface verte projetée] t 
n+1 

– [Surface verte projetée] t n
 

Vitesse de croissance (cm²/j) =            

        t 
n+1 – t 

n
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de mesurer l’abondance relative des isotopes du carbone et de l’azote. Les échantillons sont 

alors brulés, réduits puis séparés en chromatographie en phase gazeuse. Enfin, les données ont 

été traitées par Anne Marmagne afin d’obtenir les abondances relatives des rapports 

isotopiques. 

3.4. Comptabilisation du nombre de feuilles sénescentes 

 

Le nombre de feuilles sénescentes a été comptabilisé le 44ème jour de croissance, soit 5 jours 

avant le prélèvement du matériel végétal. J’ai appelé feuilles sénescentes les feuilles de couleur 

jaune qui présentaient une chlorose au niveau des nervures principales des feuilles de rosette 

(Figure 19). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Représentation schématique des mesures effectuées sur la hampe florale 

principale, les organes latéraux et la comptabilisation du nombre de feuilles sénescentes 
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4. Analyses morphologiques de la hampe florale 

 

4.1. Matériel végétal et préparation des échantillons 

 

4.1.1. Inclusion des échantillons dans l’agarose 

 

La récolte du matériel végétal a été effectuée après sept semaines de croissance. Une section 

de 1,5 cm de hauteur situé dans le premier entre-nœud à la base de la hampe florale principale 

a été récolté et inclus dans de l’agarose 8% (w/v). Pour ce faire, 1 ml d’agarose a été déposé 

dans un tube Eppendorf de 1,5 ml préalablement placés dans un bain-marie de 75°C. Après une 

minute au repos sur la paillasse, le temps que l’agarose refroidisse légèrement, les sections de 

hampe florale ont été placés verticalement dans le tube. Les échantillons sont ensuite placés 

une nuit au réfrigérateur à 4°C afin que l’agarose durcisse. 

 

4.1.2. Réalisation des coupes transversales 

Des coupes transversales de 50 µm d’épaisseur ont été réalisées à l’aide d’un vibratome 

Leica VT1000S. Pour ce faire, l’appareil de coupe a été réglé à une fréquence rapide de 7 et 

une vitesse intermédiaire de 7. 20 coupes ont été réalisées par échantillon et les coupes sont 

conservés dans de l’éthanol 70% au réfrigérateur à 4°C jusqu’à utilisation. Les coupes obtenues 

ont été utilisées pour les analyses morphologiques du système vasculaire et les analyses de 

spectroscopie infra-rouge (Figure 20) 

 

 

 

 

 

 

Figure 20: Représentation schématique des analyses réalisées sur les sections basales de 

la hampe florale d’Arabidopsis thaliana 

 

4.2. Caractérisation morphologique 

Les coupes transversales de hampes florales précédemment obtenues ont été colorés dans 

une dilution au 1/10ème d’un mélange contenant 5 mL de Safranine O et 5 mL de Bleu Alcian 
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(Tolivia et Tolivia, 1987), pendant 30 secondes. Ce colorant permet de différencier les tissus 

lignifiés (en rouge), des tissus non lignifiés (en vert). Elles ont par la suite été rincées dans trois 

bains successifs d'eau stérile. Chaque coupe a été montée dans de l'eau entre lame et lamelle. 

Les photographies des coupes ont été réalisées avec un microscope photonique de type Axio 

zoom V16 équipé d'un objectif Plan-NEOFLUARZ 2.3x/0.57 FWD 10.6mm. Les images 

obtenues ont permis de réaliser des mesures de surface totale des sections basales de hampe 

florale à l’aide du logiciel ImageJ (ImageJ 1.37; NIH, Bethesda, MD, USA).  

 

4.3. Analyse quantitative des pôles de xylème 

Les coupes ont également été observées au microscope confocal Leica TCS-SP2-AOBS 

avec un objectif HC PL APO x-20. Grâce à l’autofluorescence naturelle de la lignine, les images 

ont permis de réaliser une segmentation morphologique des différentes cellules composant le 

xylème. Ainsi, les échantillons ont été excités par le laser Argon à 488 nm et l'auto-fluorescence 

en résultant a été collectée entre 512 et 590 nm. 5 plantes par génotype ont été observés et tous 

les pôles de xylème ont été identifiés selon la classification de Park et al., 2015 et ont été 

photographiés au même grossissement. Ces photographies ont par la suite été traitées sous 

ImageJ (ImageJ 1.37; NIH, Bethesda, MD, USA) à l'aide d'une méthode utilisée dans l'équipe 

permettant d'individualiser chaque cellule lignifiée de xylème et de mesurer ainsi leurs surfaces 

respectives (Le Hir et al., 2015, Figure 21). Les données ont été traitées sous Excel afin de 

dénombrer les cellules du xylème selon leurs tailles (5-150 µm² correspondant à des fibres et 

de 150 à 850 µm² correspondant aux vaisseaux). Ces analyses ont permis de comparer la 

morphologie du xylème des différents génotypes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21 : Représentation schématique de l’analyse quantitative réalisée sur les pôles 

de xylème dans la hampe florale d’Arabidopsis thaliana 
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5. Analyse de la composition pariétale par Spectroscopie Infra-rouge à transformée de 

Fourier (FT-IR) 

 

5.1. Acquisition spectrale 

Lors de mon stage de M2, l’analyse de la composition des parois du xylème des WT, 

sweet16, sweet17, sweet16sweet17, sweet11swee12 et sweet11sweet12sweet16 a été réalisée 

par spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (FT-IR) sur l’appareil FT-IR 10 

NicoletTMiNTM disponible au synchrotron SOLEIL (Source Optimisée de Lumière d’Energie 

Intermédiaire du LURE) situé à Paris-Saclay. Les acquisitions ont été réalisées en mode 

transmission sur une surface de 30 µm * 30 µm ciblant les cellules du xylème (Figure 22). Dans 

le cadre de ma thèse, l’analyse de la composition pariétale des lignées WT, sweet17, 

sweet11sweet12sweet17 et sweet11sweet12sweet16sweet17 a été réalisée sur l’appareil FT-IR 

10 NicoletTMiNTM disponible dans l’entreprise ThermoFisher aux Ulis dans la zone 

commerciale de Courtaboeuf. Les analyses ont été réalisées sur les sections basales de la hampe 

florale de 50 µm d’épaisseur. Elles ont été conservées à 4°C dans de l’éthanol 70°C avant d’être 

déposées et séchées sur des lames BaF2, un matériau qui permet le passage des rayons infra-

rouges. J’ai réalisé entre 8 et 10 points d’acquisition pour chaque pôle de xylème en prenant 

soin de nommer le type de pôle vasculaire décrit par Park et al. (2015). Les acquisitions 

spectrales ont été réalisées sur tous les pôles de xylème (10 en moyenne) d’une section basale 

de plante (Figure 22). Entre trois et quatre individus par génotype ont été analysés. Le logiciel 

OmnicSpectra permet de collecter les spectres dans la région 800 cm-1 à 1800 cm-1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22 : Représentation schématique de l’acquisition spectrale réalisée                                             

en spectroscopie infra-rouge à transformée de Fourier 
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5.2. Traitement de données et analyses statistiques 

Une fois les spectres acquis, je les ai triés sous le logiciel OmnicSpectra afin de vérifier 

l’homogénéité des absorbances en écartant les spectres ayant trop de bruit de fond, ceux dont 

l’absorbance est inférieure à 0,00010 ou ceux dont l’absorbance est supérieure à 0,002. Les 

étapes de correction de la ligne de bases de normalisation et d’analyse statistique ont été 

réalisées à l’aide de scripts sous le logiciel statistique R fournis par Grégory Mouille de l’équipe 

Adhésion Cellulaire et Communication Intracellulaire et responsable de la plateforme de 

Chimie de l’IJPB (Mouille et al., 2003). L’analyse statistique réalisée sous R correspond à un 

test t de Student permettant de comparer les moyennes d’absorbance pour deux groupes 

d’échantillons. Ainsi, pour chaque nombre d’onde (800 cm-1 à 1800 cm-1), le test de Student 

compare les absorbances obtenues pour un génotype avec les absorbances mesurées pour un 

génotype de référence. Ce test t permet d’évaluer la significativité des différences entre deux 

génotypes pour chaque nombre d’onde. Les différences sont significatives si la valeur de t est 

supérieure ou égale à 2 et si la valeur de t est inférieure ou égale à 2 (Mouille et al., 2003).  

 

6. Test de complémentation fonctionnelle chez la souche de levure EBY.WV.4000 

Les tests de complémentation fonctionnelle consistent à exprimer le gène codant le 

transporteur d’intérêt dans un plasmide intégré dans une souche de levure. J’ai réalisé une 

expérience de complémentation des souches de levures mutées dans le transport des sucres à 

l’Université de Poitiers en collaboration avec Bénoît Porcheron et le Dr. Rémi Lemoine (DR 

CNRS). Afin de tester la capacité de transport de SWEET11 et SWEET12, 6 sucres ont été 

testés : le maltose (témoin), le glucose (témoin, Le Hir et al., 2015), le mannose, le galactose, 

l’arabinose, et le xylose. 5 souches de levures ont été mises en croissance (le vecteur vide pDR, 

les souches N3B n°1 et N3B n°3 correspondants aux souches portant le gène SWEET11, les 

souches N3C n°1 et N3C n°3 correspondants aux souches portant le gène SWEET12). 
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Figure 23 : Principe du test de complémentation fonctionnelle chez la levure 

EBY.VW.4000 

Représentation schématique de la souche de levure EBY.VW.4000 mutée dans l’expression de 

ses 18 transporteurs de sucres HXT (A). Représentation schématique de la souche 

EBY.WV.4000 mutée comprenant le transporteur SWEET11 ou SWEET12 capable de croitre 

sur un substrat glucose (Le Hir et al., 2015) (B). 

➢ Croissance des levures (préculture) 

Chaque souche de levure a été mise en croissance en milieu liquide dans un volume de 5 

ml. Ce milieu contient 500 µl de maltose, des acides aminés (10 µl d’histidine, 10 µL de 

tryptophane, 15 µl de leucine) et 4,465 ml de milieu de culture YNB. Cette préculture été mise 

en croissance dans une chambre de culture à 28°C agitée à 200 rpm durant une nuit. Il s’agit de 

la préculture de levure qui sera utilisée par la suite. 

➢ Mesures de l’absorbance à 600 nm 

Des mesures d’absorbance à 600 nm ont été réalisées afin vérifier la croissance des levures 

et de déterminer ainsi le volume nécessaire pour le test de complémentation fonctionnelle 

(Figure XA). Pour ce faire, 1 ml des précultures des levures a été prélevé en condition stérile 

afin de mesurer la densité optique à 600 nm. Une densité optique de 0,5 correspond à 2000 

cellules/µl soit 2*106 cellules/ml.  
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Un second milieu de culture a été préparé contenant 2,5 ml de maltose, 50 µl d’histidine, 

50 µl de tryptophane, 75 µl de leucine et 22,325 ml de milieu de cuture YNB pour un volume 

final de 25 ml. Ce milieu de culture a été réparti dans 5 tubes à essai avec un volume de 5 ml. 

Puisque la densité optique varie entre 0,7 et 0,8, 100 µl de levures (préculture) ont été ajoutée. 

De nouveau, les levures ont été mises en croissance en chambre de culture à 28 °C avec une 

agitation de 200 rpm durant une nuit. La densité optique a été mesurée sur cette nouvelle culture 

de levure après une nuit de croissance (Figure XB). Sous une hotte stérile, les 5 ml de levures 

ont été centrifugés 5 minutes à 3000 rpm. Le surnagent a été éliminé et le culot a été resuspendu 

dans 1,5 ml d’eau miliQ. Ce lavage a été répété trois fois. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 24 :  Mesures de la densité optique des cultures de levures 

Résultats des mesures d’absorbance des 5 souches de levures : pDR (vecteur vide), N3B 

(vecteur comprenant SWEET11), N3C (vecteur comprenant SWEET12) de la 

préculture de levures (A) et de la culture de levure utilisé pour le test de 

complémentation (B)  

 

Figure 25 : Calculs effectuées afin de déterminer le volume d’eau à ajouter pour les dilutions 

Le clone 0 correspond au vecteur vide (pDR), les clones 1 et 2 correspondent aux souches de levures 

comprenant le vecteur SWEET11 (N3B n°1 et N3B n°3), les clones 3 et 4 correspondent aux souches 

de levures comprenant le vecteur SWEET12 (N3C n°1 et N3C n°3). Résultats de la densité optique 

après dilution au ¼ et calculs du volume de levures et du volume d’eau nécessaires (µL) pour les 

tests de complémentation et les différentes dilutions à réaliser. 
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Les levures ont alors été resuspendues dans 1,5 ml d’eau miliQ et des mesures de densité 

optique ont été réalisée à 600 nm sur des dilutions ¼ avec des solution contenant 250 µl de 

levures et 750 µl d’eau (Tableau x). Des dilutions en cascade ont été réalisées avec 100 µl de 

levures et 900 µl d’eau. 4 concentrations de levures ont été obtenues avec 102, 103, 104 et 105. 

Des photographies des levures ont été réalisées à différents temps et les résultats présentés dans 

la figure 10 du chapitre 2 correspond aux photographique des concentrations 105 après 144 

heures de croissance. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : Représentation schématique des différentes étapes du test de complémentation 

La densité optique a été mesurée pour chaque culture après une nuit de croissance en milieu 

liquide en chambre de culture à 28°C avec une agitation de 200 rpm. A partir de cette préculture, 

une seconde culture de levures a été mise en croissance dans ces mêmes conditions de culture. 

Ces levures ont été lavées trois fois à l’eau avant d’être resuspendues. Une dilution en cascade 

a été réalisée et 10 µl de chaque dilution (102, 103, 104 105) a été déposé sur chaque boite 

contenant un substrat (maltose, glucose, mannose, arabinose, galactose ou xylose. 
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7. Quantification de l’expression de gènes par qPCR (Quantitative Polymerase Chain 

Reaction) 

 

 

7.1. Extraction d’ARN 

Environ 30 mg de poudre de hampe florale des différents génotypes sont extraits en 

présence de 1 ml de Trizol® (Invitrogen) et de 200 µl de chloroforme. L’ensemble est vortexé 

environ 30 sec puis centrifugé à 14 000 rpm pendant 15 min. La phase supérieure est prélevée 

dans un nouveau tube et environ 400 µl d’isopropanol sont ajoutés. Les ARNs sont précipités 

après une centrifugation de 15 min à 14 000 rpm. Après l’élimination du surnageant, le culot 

est lavé après ajout d’1 ml d’éthanol à 70° et une centrifugation de 15 min à 14 000 rpm. Le 

surnageant est éliminé et le culot est séché sous la hotte avant d’être resuspendu dans 50 µl 

d’eau stérile.  

Un traitement DNAse est ensuite appliqué sur l’ensemble des ARNs resuspendus par l’ajout 

de 5 µl de DNase (Fermentas) et une incubation de 30 min à 37°C. La réaction est arrêtée par 

l’ajout de 5 µl d’EDTA (25 mM) et une incubation de 10 min à 65°C. Après ce traitement, une 

nouvelle extraction d’ARN à l’aide de phénol est réalisée. Pour ce faire, 200 µl d’eau et 200 µl 

de Phénol/Chloroforme/Isoamyl alcool (24/23/1) sont ajoutés à la réaction précédente et 

centrifugé à 14 000 rpm pendant 15 min. La phase supérieure est prélevée dans un nouveau 

tube puis 200 µl de Chloroforme sont ajoutés et l’ensemble est centrifugé à 14 000 rpm pendant 

15 min. La phase supérieure est prélevée dans un nouveau tube et 1/10 de volume d’acétate de 

sodium (3M, pH 5,2) et 2 volumes d’Ethanol à 100°. Les échantillons sont laissés une nuit à -

20°C afin de précipiter les ARNs. Le lendemain les ARNs sont culottés par une centrifugation 

de 30 min à 14 000 rpm puis lavés en présence d’1 ml de d’éthanol à 70° et centrifugés pendant 

15 min à 14 000 rpm. Enfin les culots sont séchés sous la hotte et les ARNs totaux sont 

resuspendus dans 50µl d’eau stérile. 

La quantité des ARNs est quantifiée à l’aide d’un SPECTROstar nano (BMG Labtech) à 

260 nm. La qualité des ARNs est vérifiée par le calcul des ratios à 260/230 (contaminants co-

purifiés, solvants) et 260/280 (présence de protéines, phénol). Ainsi le ratio 260/230 doit être 

compris entre 1,8 et 2,2 et le ratio 260/280 doit être autour de 2 pour des ARNs purs. 

 

 

 

 



II. MATERIEL ET METHODES 

 

62 
 

7.2. Transcription inverse des ARN totaux 

La rétrotranscription des ARNs totaux se fait grâce au kit « RevertAid H Minus First Strand 

cDNA Synthesis » de chez Fermentas. Ainsi, 1 µg d’ARN totaux dans un volume de 12 µl est 

ajouté 1µ d’Oligo (dT)12V puis incuber 5 min à 65°C. Ensuite 4 µl de tampon 5x First-Strand 

buffer, 0,8 μl d’un mélange de dNTPs (25 mM) et 1 µl de la retrotranscriptase sont ajoutés. 

L’ensemble est mélangé par pipettage et incuber 60 min à 42°C dans un bain marie. La réaction 

de reverse transcription est stoppée par une incubation de 10 min à 70°C puis 1 min sur la glace. 

Les ADNc ainsi produits sont dilués au 1/30ème avec de l’eau stérile avant utilisation en qPCR. 

 

7.3. PCR quantitative en temps réel (qPCR) 

La quantification relative de l’expression des gènes impliqués dans le développement du 

système vasculaire a été réalisée par qPCR. Les réactions de qPCR ont été réalisées en triplicats 

techniques dans des plaques 96 puits transparentes sur une machine Bio-Rad CFX96 Real-Time 

PCR machine (Bio-Rad) ; Chaque réaction de qPCR est réalisée dans un volume total de 10 µl 

contenant 7,5 µl de MESA Fast qPCR™ Mastermix Plus for SYBR Assay (Eurogentec), 0,2 µL 

des oligonucléotides gauche et droit (dilué à 30 µM), 2,4 µl d’eau stérile and 2,5 μl de Cdna 

(Tableau SII). Le programme de qPCR suivant est appliqué : dénaturation initiale à 95°C 

pendant 5 min, 39 cycles de 95°C pour 10 sec, 60°C pour 20 sec et 72°C pour 30 sec. Les 

courbes de dissociation sont obtenues après chaque amplification en augmentant la température 

de 0.5°C par cycle entre 65°C et 95°C. La valeur du Cq est obtenue pour chaque échantillon à 

l’aide du logiciel Bio-Rad CFX Manager 3.0. La spécificité de l’amplification est obtenue pour 

chaque gène en utilisant la courbe de dissociation. Ainsi, un seul pic doit être obtenu si 

l’amplification est spécifique. Les valeurs des Cq sont ensuite vérifiées et dans certains cas, une 

valeur est supprimée si elle est différente des deux autres réplicats de plus de 0,5. L’efficacité 

de chaque paire d’oligonucléotides utilisés a été calculée en utilisant une série de dilution au 

1/10ème des ADNc. Quatre gènes de références ont été testés : APT1 (At1g27450), TIP41 

(At4g34270), EF1α (At5g60390) and UBQ5 (At3g62250). Pour chaque expérience, 

l’algorithme geNorm (Vandesompele et al., 2002) a été utilisé pour déterminer le gène le plus 

stable dans nos conditions de croissance et entre les différents génotypes.  
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L’expression relative de chaque échantillon a été calculé selon la méthode de Pfaffl (Pfaffl, 

2001) en utilisant la formule suivante : moyenne EtΔCq(A-B)/moyenne Er ΔCq(A-B), où Et 

est la valeur de l’efficacité du couple d’oligonucléotides du gène cible, Er est la valeur de 

l’efficacité du couple d’oligonucléotides du gène de référence, A représente l’échantillon du 

type sauvage, et B est l’échantillon de la lignée mutante.  

 

 

8. Quantification des sucres solubles et de l’amidon par dosage enzymatique 

 

 

8.1. Prélèvement du matériel végétal 

Les sucres solubles de type saccharose, glucose et fructose ont été dosés par voie 

enzymatique sur les échantillons de hampe florale principale. Pour ce faire, le matériel végétal 

a été prélevé de 11h à 12h dans la matinée, ce qui correspond au milieu de journée en condition 

de jours longs. Seule la hampe florale principale a été prélevée dans de l’azote liquide après 

avoir retiré les inflorescences latérales, les siliques et le bouton floral. Ces échantillons ont été 

conservés dans un congélateur à -80 °C.  

 

8.2. Extraction des sucres solubles 

Après broyage dans l’azote liquide à l’aide d’un mortier et d’un pilon, une aliquote 

d’environ 50 mg est pesée pour chaque échantillon. Les sucres solubles sont alors extraits par 

une double extraction alcoolique à froid avec de l’éthanol à 80°. Pour ce faire, 500 µl d’éthanol 

à 80° est ajouté à chaque aliquote de poudre de hampe florale. L’extraction se déroule dans la 

glace et les échantillons sont mélangés au vortex toutes les 10 minutes pendant une heure. Afin 

de séparer les débris cellulaires des sucres, une centrifugation est réalisée à 4°C à 14000 rpm 

durant 10 minutes. Après récupération du surnageant, une seconde extraction alcoolique est 

réalisée en ajoutant 500 µl d’éthanol à 80 °C sur le culot contenant les débris cellulaires. Comme 

précédemment, les échantillons placés dans la glace sont mélangés au vortex toutes les 10 

minutes durant 1 heure. De nouveau, les échantillons sont centrifugés à 4°C à 14000 rpm durant 

10 minutes. Le surnageant est alors additionné au premier et l’ensemble est séché au speedvac 

toute une nuit. Une fois sec, les échantillons sont repris dans 50 µl d’eau afin de quantifier le 

saccharose, le glucose et le fructose contenu dans la hampe florale. 
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8.3. Dosages des sucres solubles par voie enzymatique 

Le dosage enzymatique correspond à un dosage du pouvoir réducteur (réduction du NAD+ 

en NADH) décrit par Bergmeyer et Bernt en 1974. Ce dosage repose sur une succession de 

réactions enzymatiques décrites dans la figure X ci-dessous. Ces réactions sont 

stochiométriques, i.e. pour chaque molécule de gluconate-6-P formée, une molécule de pouvoir 

réducteur est réduite. Ainsi, la quantité d’hexoses est mesurée indirectement grâce à la quantité 

proportionnelle de NADH produit dont on mesure l’absorbance à 340 nm. 

 

 

 

 

 

 

Figure 27 : Représentation schématique des réactions enzymatiques impliquées dans le 

dosage des sucres solubles 

Les enzymes en rouges correspondent aux enzymes utilisées dans le dosage des sucres solubles 

et en bleu la réduction du pouvoir réducteur quantifiée à 340 nm INV : INVertase ; HK : 

HexoKinase ; PGI : PhosphGlucoIsomérase ; G6PDH : Glucose-6-Phosphate DesHydrogénase 

; ATP : Adénosine Tri-Phosphate ; NAD+ : Nicotinamide Adénine Dinucléotide (forme 

oxydée) ; NADH : Nicotinamide Adénine Dinucléotide (forme réduite). 

 

Les dosages ont été effectués en plaque de 96 puits, et comparer à une gamme étalon grâce 

au kit « Roche Yellow line » (RBioPharm). Deux réplicats techniques sont réalisés pour chaque 

échantillon et pour la gamme étalon. L’ensemble des mesures de densité optique est réalisé dans 

un spectrophotomètre à plaque de type IEMS (Thermo IEMS microplatereader, MTX 

Labsystems) à 340 nm.  
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8.3.1. Dosage enzymatique du glucose et du fructose 

Dans chaque puit, 130 µl d’eau stérile et 10 µl d’échantillon ou 140 µl de la gamme 

étalon sont déposés. 60 µl de NADP/ATP est alors ajouté dans chaque puit et mis à incuber 

durant 15 minutes à 30°C. La densité optique mesurée à la fin de l’incubation (DO1) représente 

la quantité de pouvoir réducteur avant réaction enzymatique. Par la suite, 5 µl d’un mélange 

d’HexoKinase (HK) et de Glucose-6-Phosphate DesHydrogénase (G6PDH) dilué au 1/5ème est 

ajoutée à chaque puit. Ces enzymes sont responsables de la production de gluconate-6-P à partir 

du glucose (sous l’action de l’HK) et du fructose (sous l’action de l’HK et de la G6PDH) (Figure 

X). La densité optique mesurée après 40 minutes d’incubation (DO2) correspond à la quantité 

de pouvoir réduction NADH libéré lors de ces réactions enzymatiques. La DO1 (quantité de 

pouvoir réducteur avant réaction enzymatique) est alors soustraite à la DO2 (quantité de pouvoir 

réducteur lors de la production de gluconate-6-phosphate). Cette soustraction représente la 

quantité de pouvoir réducteur libéré lors de la phosphorylation du glucose en glucose-6-P (sous 

l’action de l’HK) et du glucose-6-P en gluconate-6-P soit la quantité de glucose contenue dans 

la hampe florale. Afin de quantifier le fructose contenu dans les échantillons, 5 µl de 

PhosphoGlucose Isomérase (PGI), diluée au 1/5ème, est ajouté à chaque échantillon et mis à 

incuber durant 20 minutes afin de convertir toutes les molécules de fructose-6-P en glucose-6-

P (Figure X) La densité optique est mesurée (DO3) et à cette DO est soustraite la DO2 

précédemment obtenue après l’ajout de l’HK et de la G6PDH. Cette soustraction correspond à 

la quantité de fructose contenu dans les échantillons. 

8.3.2. Dosage enzymatique du saccharose 

Le dosage de saccharose repose sur le même principe que le dosage de glucose et de 

fructose décrit précédemment. Cependant, il est nécessaire au préalable d’hydrolyser le 

saccharose en glucose et en fructose par l’ajout de 15 µl d’invertase. Les échantillons sont alors 

mis à incuber environ 1h afin d’être certain d’avoir hydrolyser la totalité des molécules de 

saccharose. Par la suite, 60 µl de NADP/ATP est ajouté aux échantillons et mis à incuber durant 

15 minutes. La densité optique est alors mesurée (DO1) puis 5 µl de mélange enzymatique 

d’HK et de G6PDH, dilué au 1/5ème est ajouté aux échantillons. La densité optique est mesurée 

après 40 minutes d’incubation (DO2) et est soustraite à la DO1 ce qui représente les variations 

de saccharose et de glucose. Enfin, la soustraction de cette valeur à la valeur de glucose 

endogène mesurée précédemment permet d’obtenir la quantité de saccharose dans chaque 

échantillon. Les quantités de saccharose, de glucose et de fructose sont exprimées en nmol 

sucres/mg de matière fraîche. 
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8.3.3. Dosage enzymatique de l’amidon 

Le dosage de l’amidon est réalisé sur le culot obtenu après la double extraction alcoolique 

des sucres solubles. Le culot est séché dans une étuve à 50°C pendant 1 heure puis resuspendu 

dans 150 µl de MOPS (50 mM, pH 7) additioné de 5 µl d’une solution d’amylase thermostable 

à 4 mg/ml (15U). Il est important de bien décoller les culots avec une micro-spatule lors de 

cette étape. Il faut ensuite bien vortexer les échatillons avant l’incubation dans un bain marie à 

100°C pendant 6 min. Après refroidissement des échantillons il faut ajouter ajouter 200 μL de 

tampon acétate de sodium 0,2 M pH = 4,8 dans lequel a été dissout 0,5 mg amyloglucosidase 

(35 U). Les échantillons sont ensuite incubés pendant 4h dans un bain marie à sec à 50°C, en 

vortexant régulièrement. Enfin, le glucose libéré par l’hydrolyse de l’amidon est dosé selon le 

protocole décrit dans le paragraphe 8.3.1.  

 

9. Quantification des acides aminés totaux 

La teneur en acides aminés totaux est déterminée selon la méthode colorimétrique de Rosen 

(1957). La glutamine est utilisée comme acide aminé de référence. La technique est basée sur 

la réaction des groupements α-aminés avec la ninhydrine, réduite à pH 5,0 par une solution de 

KCN 2% dans un tampon acétate. Le dosage est réalisé sur le même extrait que celui utilisé 

pour le dosage des sucres solubles. Un volume de 10 μL d’extrait complété à 100 μL avec de 

l’eau sont mélangés à 50 μL d’une solution de KCN à 10 mM dilué à 2% (v/v) dans un tampon 

acétate 2,6 M pH 5,3 et à 50 μL d’une solution de ninhydrine à 3% dans de l’éthylène glycol 

monométhyl éther. Après agitation et incubation de 15 min à 100°C, la réaction colorimétrique 

est arrêtée par l’ajout immédiat de 500 μL d’un mélange d’isopropanol-eau (1:1, v:v). 

L’absorbance est mesurée à 570 nm. La comparaison de l’absorbance de l’extrait face à celle 

d’une gamme de glutamine permet de déduire la quantité d’acides aminés totaux présents dans 

l’extrait.  

10. Analyse métabolomique par Spectrométrie de Masse en Chromatographie Gazeuse 

(GC-MS) 

Les analyses métabolomiques par Spectrométrie de Masse en Chromatographie Gazeuse 

(GC-MS) ont été réalisée sur (1) des échantillons de hampe florale des plantes sauvages WT et 

des mutant sweets (doubles, triples et quadruple) en condition normale (jours longs) et (2) des 

échantillons de rosette des plantes WT et des mutants sweets (doubles et quadruple) en 

condition de stress hydrique. Ces analyses ont été réalisées sur deux plateformes différentes 
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10.1. Analyse métabolomique de la hampe florale des lignées mutantes 

Deux analyses métabolomiques ont été réalisées au cours de ma thèse. Une première analyse 

a été réalisée sur la hampe florale des lignées WT, les doubles mutants swt11swt12, swt16swt17, 

les triples mutants swt11swt12swt16, swt11swt12swt17 et le quadruple mutant 

swt11swt12swt16swt17 sur n=8 plantes par génotype. Cette analyse a été réalisée en 

collaboration avec Françoise Gilard sur la plateforme de l'Institut des sciences végétales de 

Paris-Saclay (IPS2). Pour ce faire les échantillons de hampe florale ont été broyés au mortier et 

au pilon (50 mg de matière fraîche) dans l’azote liquide avant d’être lyophylisé. Toutes les 

réactions se font à froid dans de la glace. Dans chaque échantillon, 1 ml 

d’eau/acétonitrile/isopropanol (2/3/3) froid (-20°c) contenant des étalons internes : ribitol et α-

ABA. Les échantillons ont été placés au thermomixer 10 min à 4°C à 1500 rpm puis centrifugés 

10 min à 13 500 rpm à 4°C. Chaque échantillon et contrôle ont été fractionnés en trois avec 100 

µl de chaque. 10 µl d’acide myristique d27 à 0,3 g/l ont été ajouté à la solution 

eau/MeOH/isopropanol (2/5/2) dans chaque fraction. Les échantillons ont par la suite été séchés 

5h au speed-vacuum. 

10.2. Analyse métabolomique de la rosette en contrainte sécheresse 

Une seconde analyse métabolomique a été réalisée sur la plateforme de chimie, 

métabolisme, métabolome à l’Institut Jean-Pierre Bourgin (IJPB – INRA Versailles) en 

collaboration avec Gilles Clément (Fiehn et al., 2008). En effet, les lignées WT, les doubles 

mutants et le quadruple mutant étudiées en contrainte de stress hydrique au phénoscope ont été 

analysées en GC-MS. Avec n=6 plantes par génotype. Pour ce faire, la rosette des échantillons 

a été récolté après 23 jours de croissance et placé dans l’azote liquide. Les échantillons ont été 

broyés au mortier et au pilon et une aliquote de 50 mg a été réalisé sur chaque échantillons.  Les 

échantillons ont été resuspendue dans 1 ml d’eau/acétonitrile/isopropanol (2/2/3) contenant du 

ribitol de concentration 4µg/ml et ils ont été placés 10 min à 4°C avec 1400 rpm d’agitation au 

thermomixer. Le matériel insoluble a été enlevé par centrifugation à 20000g durant 5 min. Pour 

chaque échantillon, 50 µl de surnagent a été séché au speed-vacuum 35°C une nuit et conservé 

dans un congélateur -80°C. Des contrôles (blancs) ont été réalisés avec les mêmes étapes que 

les échantillons végétaux. Les échantillons doivent être réchauffés 15 min avant utilisation puis 

séché à nouveau au speed-vacuum durant 1h30 à 35°C. par la suite, 10 µl de methoxyamine 

pyridine de concentration 20 mg/ml ont été ajoutés aux écantillons puis placé durant 1h30 à 

28°C en agitation. 90 *m de N-methyl-N-trimethylsityl-trifluoroacetamide (MSTFA) (Aldrich 

394866-10x1ml) ont été ajoutés à la réaction et ce durant 30 min à 37°C.  4 heures après la 
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dérivation, 1 µl d’échantillon a été injecté dans la machine de chromatographie gazeuse couplée 

à un spectromètre de masse. La colonne utilisée est une Rxi-5SilMS et elle a été changé tous 

les 24 échantillons. Les températures étaient de 70°C durant 7 min puis 10°C/min jusqu’à 

atteindre 330°C pendant 5 minutes. 5 scans / sec ont été acquis. L’injection des contrôles a été 

réalisé en début, en milieu et en fin d’expérience afin d’avluer la stabilité de la dérivation. Un 

mix alcane a été injecté en milieu afin de calibrer la machine.  

Le traitement des données a été réalisé par Gilles Clément sur la plateforme  en utilisant le 

logiciel AMDIS http://chemdata.nist.gov/mass-spc/amdis/ et une librairie maison construite 

à partir de la librairie librairie NIST, Golm, http://gmd.mpimp-golm.mpg.de/ et Fiehn afin 

d’identifier les métabolites. Les aires sous les pics ont également été déterminé avec le logiciel 

Targetlynx. Après soustraction des blancs, les aires sous les pics ont alors été normalisé par 

rapport au Ribitol et à la matière fraîche de l’échantillon. Des analyses statistiques de type 

ANOVA à un facteur ou plusieurs facteurs avec une valeur de p < 0.01 ont été réalisées avec 

TMEV http://www.tm4.org/mev.html. Enfin, un coefficient a été déterminé sur 4 ng sur les 

103 métabolites. Ce facteur a permis d’estimer la concentration absolue des métabolites. 

 

11. Localisation tissulaire des lignées pSWEET :GUS 

Afin d’évaluer la localisation de l’expression des promoteurs des gènes SWEET11, 

SWEET12, SWEET16 et SWEET17 dans les différents organes, des lignées exprimant le gène 

rapporteur de la β-glucuronidase (GUS) sous le contrôle des promoteurs des gènes d’intérêt ont 

été analysées. Ces lignées ont été cultivées dans les mêmes conditions que le matériel végétal 

utilisé dans les autres expériences. Différentes sections ont été réalisées sur la hampe florale 

principale : (1) une section basale correspondant à un stade de développement où l’élongation 

est terminée, (2) une section à mi-hauteur dans un entre-nœud en cours d’élongation et (3) une 

section sous le bouton floral où les tissus jeunes sont peu lignifiés. Une coloration 

histochimique GUS a été réalisée sur ces échantillons. Plus précisément, les échantillons ont 

été incubés dans de l’acétone 80% (v/v) durant 20 minutes à 4°C afin de perméabiliser les 

parois. Trois lavages successifs à l’eau distillée ont ensuite été réalisés avant d’incuber les 

sections dans le tampon GUS. A l’aide d’une pompe à vide, une infiltration de 10 minutes a été 

réalisée afin d’optimiser la pénétration du tampon GUS dans la totalité des tissus. Les 

échantillons sont ensuite incubés à 37°C dans le noir durant 12 heures afin que la réaction 

enzymatique se produise. La réaction enzymatique est stoppée dans de l’éthanol 70° et les 

échantillons sont conservés à 4°C avant inclusion dans de l’agarose 8%. Comme décrit 

http://chemdata.nist.gov/mass-spc/amdis/
http://gmd.mpimp-golm.mpg.de/
http://www.tm4.org/mev.html
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précédemment, des coupes de 50 µm d’épaisseur sont effectuées à l’aide d’un vibratome. Les 

coupes ainsi obtenues sont montées entre lames et lamelles en présence de 100 µl de 

Phloroglucinol 2% (w/v) et de 100 µl d’acide chlorhydrique 50% (v/v) afin de contre-colorer 

les lignines en rouge. Les échantillons ont été observés en microscopie à fond clair avec un 

microscope Leica DMR B DIC épifluorescence. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Représentation schématique du protocole d’observations des lignées 

pSWEET :GUS  

 

12. Analyses statistiques 

J’ai réalisé les graphiques et les analyses statistiques des données des différents paramètres 

à partir des logiciels Prism (Alcor System), R ou Excel. Les données obtenues pour chaque 

paramètre ont été représentés sous forme de boîte à moustache avec les écart-types et la médiane 

pour chaque génotype. Un code couleur a été choisi avec la représentation du WT en violet, 

swt11 en orange, swt12 en rose foncé, swt16 en vert, swt17 en rose clair, swt11swt12 en bleu 

clair, swt16swt17 en rouge, swt11swt12swt16 en bleu foncé, swt11swt12swt17 en vert foncé et 

swt11swt12swt16swt17 en jaune. 

 

 

 

 



II. MATERIEL ET METHODES 

 

70 
 

12.1. Analyse de la variance à un facteur (ANOVA) 

Afin d’homogénéiser les analyses, j’ai fait le choix de réaliser une analyse de variance à un 

facteur (ANOVA paramétrique) pour évaluer si au sein de chaque jeu de données, des 

différences significatives existent entre un ou plusieurs génotypes. J’ai réalisé en complément 

un post-test de Tukey permettant de comparer deux à deux les données obtenues pour les 

différents génotypes. En effet, l’intérêt de ces analyses est de déterminer (1) s’il existe des 

différences significatives entre le génotype sauvage et les lignées mutantes, et (2) s’il existe des 

différences significatives entre les mutants. Ces analyses ont permis de former des groupes 

d’individus annotés sur les graphiques par des lettre a, b, c et/ou d. Lorsque qu’une même lettre 

est retrouvée chez plusieurs génotypes, cela signifie que les différences observées entre ces 

génotypes ne sont pas significativement différentes (la valeur de P du post-test de Tukey est 

supérieure à 0,05). A l’inverse, lorsque deux ou plusieurs génotypes portent des lettres 

différentes, cela signifie que les différences observées entre ces génotypes sont 

significativement différentes (la valeur de p du post-test de Tukey est inférieure à 0,05). Un 

génotype A peut porter plusieurs lettres s’il n’est pas significativement différent des génotypes 

B et C mais que ces derniers sont significativement différents entre eux. 

 

12.2. Test t de Student 

Comme expliqué précédemment dans les paragraphes 5.2 et 10, un test t de Student a été 

réalisé sur les données de spectroscopie infra-rouge, les données d’expression de gènes et les 

données de métabolomiques afin de comparer les moyennes obtenues chez les lignéees 

mutantes avec celles des plantes sauvages. De plus, un test t de Student a été réalisé sur les 

valeurs de ratio de surface occupée par les cellules conductrices de xylème rapportée. Les 

différences significatives sont représentées avec une ou plusieurs étoiles pour une valeur de p 

≤ 0.05 (* p ≤0.05, ** p≤0.01, *** p≤0.001). 

12.3. Analyse en Composante Principale (ACP) 

J’ai réalisé une analyse en composante principale (ACP) sur les données de métabolomique 

d’échantillons de hampe florale sur les métabolites pour lesquelles des différences significatives 

ont été observées afin d’évaluer si une ou plusieurs variables permet de déterminer un ou 

plusieurs groupes parmi les génotypes. 
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I. Introduction 

Les sucres, produits au cours de la photosynthèse, représentent une source énergétique 

importante pour la croissance et le développement des végétaux. Le saccharose est la forme 

majoritairement transportée à longue distance (Dinant, 2008). Il est transporté depuis les 

organes photosynthétiques (organes sources) vers les organes demandeurs en énergie (organes 

puits) à travers le phloème. Outre un transport à longue distance à l’échelle de la plante, des 

échanges de sucres à courte distance contribuent au développement et à la croissance des 

cellules, et à plus long terme au développement des tissus. Parmi les transporteurs impliqués 

dans ces échanges de sucres intracellulaires ou intercellulaires, la famille des transporteurs 

SWEETs a la particularité de transporter des sucres selon le gradient de concentration (Chen et 

al., 2010). 

Chez Arabidopsis thaliana, quatre d’entre eux ont retenu notre attention du fait de leur 

localisation commune dans le xylème, le tissu responsable du transport de l’eau et des éléments 

minéraux. Les transporteurs plasmalemmiques SWEET11 et SWEET12 et les transporteurs 

tonoplastiques SWEET16 et SWEET17 sont localisés dans le xylème des feuilles, des racines, 

et de la hampe florale (Chardon et al., 2013, Klemens et al., 2013, Guo et al., 2013, 2014, Le 

Hir et al., 2015). Il s’agit de transporteurs de saccharose, de glucose et/ou de fructose (Chen et 

al., 2012, Chardon et al., 2013, Le Hir et al., 2015). Chez Arabidopsis thaliana, les protéines 

SWEET11 et SWEET12 participent au chargement du phloème (Chen et al., 2012), au 

développement du système vasculaire et à la formation de la paroi secondaire (Le Hir et al., 

2015), au transfert de sucres vers l’embryon (Chen et al., 2015), mais sont également impliqués 

dans la réponse des plantes aux pathogènes (Gebauer et al., 2017 ; Walesrowski et al., 2018). 

Les transporteurs tonoplastiques quant à eux permettent de réguler l’homéostasie des sucres 

dans les cellules de parenchyme du système vasculaire (Chardon et al., 2013 et Klemens et al., 

2013). La perte de fonction du gène SWEET17 entraîne ainsi une importante accumulation de 

fructose dans les feuilles (Chardon et al., 2013) et dans les racines (Guo et al., 2014). La 

surexpression du gène SWEET16 entraîne peu de modification de teneurs en fructose ou en 

saccharose mais une importante accumulation de glucose et une meilleure tolérance au gel 

(Klemens et al., 2013). 

Afin de mieux comprendre le rôle de ces gènes dans la croissance, le développement et la 

physiologie de la hampe florale, une analyse phénotypique des lignées mutées dans l’expression 

des gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et/ou SWEET17 a été réalisée en conditions de jours 
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longs. Dans un premier temps, la localisation du domaine d’expression des promoteurs de ces 

quatre gènes a été affinée dans les feuilles de rosette, les feuilles caulines, la hampe florale 

principale, le bouton floral et les siliques dans nos conditions de culture. Par la suite, des 

paramètres de croissance de la rosette et de la hampe florale ont été mesurés chez des plantes 

sauvages, des lignées mutées pour l’expression des gènes SWEETs et des lignées 

complémentées dans l’expression de ces gènes. Des dosages de sucres solubles ont été réalisés 

dans les feuilles matures de rosette et dans la hampe florale afin d’évaluer les quantités de sucres 

contenus dans ces organes. Une analyse plus approfondie du métabolisme de la hampe florale 

a été réalisée en GC-MS chez les doubles, les triples et le quadruple mutant comparés aux 

plantes sauvages. Enfin, une analyse du statut carboné et du statut azoté des siliques a été 

réalisée afin d’évaluer l’impact d’une mutation des gènes SWEETs sur le développement des 

siliques 

 

II. Résultats 

 

1. Localisation tissulaire de l’expression du gène rapporteur GUS sous le contrôle des 

promoteurs des gènes SWEETs  

 

Le domaine d’expression des promoteurs des quatre gènes SWEETs a été analysé dans 

différents organes de la plante grâce à l’analyse de plantes exprimant le gène rapporteur GUS 

sous le contrôle du promoteur SWEET11, SWEET12, SWEET16 ou SWEET17, précédemment 

produites dans l’équipe (Chardon et al., 2013 ; Klemens et al., 2013 ; Le Hir et al., 2015). La 

Figure 29 est une représentation schématique rappelant l’anatomie d’Arabidopsis thaliana et 

présente les différents organes analysés (encadrés en rouge sur la Figure 29A). Ainsi le domaine 

d’expression des SWEETs a été observé dans des organes sources et des organes puits et 

également au cours du développement d’un organe.  
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Figure 29 : Représentation schématique des organes d’Arabidopsis thaliana 

A l’échelle de la plante entière (A). Les organes dans lesquels la localisation des gènes SWEETs 

a été étudiée dans ce chapitre sont encadrés en rouge ; Organisation des feuilles (B) ; Anatomie 

d’une feuille (C) ; Organisation du bouton floral (D) ; Anatomie d’une fleur (E) et Anatomie 

d’une silique (F). 

 

1.1 Expression dans les feuilles 

La Figure 30 présente les photographies des lignées comprenant le promoteur du gène 

SWEET11, SWEET12, SWEET16 ou SWEET17 fusionné au gène rapporteur GUS dans une 

feuille de rosette mature (Figure 30A), dans une feuille de rosette juvénile (Figure 30B) et dans 

la feuille cauline sous-jacente à la première inflorescence latérale (Figure 30C). La coloration 

bleue indique le domaine d’expression du promoteur du gène.  
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Figure 30 : Localisation des promoteurs des gènes SWEETs dans les feuilles 

Expression des promoteurs des gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et 

SWEET17 couplés au gène rapporteur GUS dans un fond sauvage Col-0 dans 

une feuille mature (A), une jeune feuille (B) et une feuille cauline (C). 
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Dans la Figure 30A, les encadrés en haut à gauche représentent un hydathode, et ceux 

en bas à droite représentent la veine principale du pétiole des feuilles matures. On remarque 

que la localisation de l’expression des promoteurs diffère selon les gènes SWEETs. Ainsi, le 

domaine d’expression de SWEET11 est restreint aux hydathodes et au système vasculaire 

adjacent à ces hydathodes, l’expression étant absente de la veine principale et des veines 

secondaires (Figure 30A). L’expression de SWEET12 est quant à elle localisée principalement 

dans la veine principale et les veines secondaires du limbe et du pétiole, avec une absence 

d’expression dans les hydathodes. La localisation de l’expression de SWEET16 est quant à elle 

plus diffuse, avec une localisation plus intense dans les veines principales, secondaires et 

tertiaires du limbe et du pétiole et une accumulation de la protéine GUS dans les hydathodes. 

Enfin, l’expression de SWEET17 est observée dans les hydathodes ainsi que dans la veine 

principale. Dans les jeunes feuilles, la protéine GUS sous contrôle du promoteur de SWEET11 

s’accumule de façon discontinue dans les veines secondaires et tertiaires (Figure 30B), tandis 

que sous contrôle du promoteur de SWEET12 elle est localisée uniquement dans la nervure 

principale du limbe. Dans nos conditions expérimentales, le domaine d’expression du 

promoteur SWEET16 est diffus avec néanmoins une accumulation de la protéine GUS dans les 

nervures principales, secondaires et tertiaires (Figure 30B). Le domaine d’expression du 

promoteur SWEET17 est quant à lui restreint aux nervures principales et secondaires avec une 

accumulation de la protéine GUS à la pointe du limbe. Dans la feuille cauline sous-jacente à la 

première inflorescence latérale, l’expression des promoteurs SWEET11 et SWEET17 est 

restreinte aux hydathodes, avec une absence d’expression dans les veines (Figure 30C) tandis 

que l’expression de SWEET12 est restreinte aux veines principale et secondaires du limbe 

(Figure 30C). Enfin, la localisation de l’expression du promoteur du gène SWEET16 est diffuse 

dans tout le limbe y compris dans toutes les veines du limbe (Figure 30C). 

Pour conclure, le domaine d’expression des promoteurs des gènes SWEET11, SWEET17 

et SWEET16 est commun dans les hydathodes, mais diffèrent dans les veines avec une 

localisation dans les nervures tertiaires et quaternaires pour SWEET11, une localisation dans 

les nervures principale et secondaires pour SWEET17 ou dans toutes les veines pour SWEET16. 

Enfin, le domaine d’expression du promoteur de SWEET12 est quant à lui uniquement restreint 

aux nervures principale et secondaires du limbe, quel que soit le type de feuille. Les gènes 

SWEETs analysés présentent dans les feuilles des domaines d’expression spécifiques et 

complémentaires. Ils s’expriment tous dans le système vasculaire quel que soit le type de feuille 

et son stade de développement. 
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1.2 Expression dans la hampe florale principale 

La hampe florale des plantes exprimant les constructions pSWT11:GUS, pSWT12:GUS, 

pSWT16:GUS et pSWT17:GUS a été observée au microscope après 49 jours de croissance, 

c’est-à-dire lorsque la hampe florale mesure entre 25 et 30 cm de hauteur. Des sections 

transversales ont été réalisées à deux niveaux : à la base du premier entre-nœud ce qui 

correspond à un stade où l’entre-nœud a terminé son élongation (Figure 31A) et au milieu de la 

hampe florale, c’est à dire à un stade où l’entre-nœud est encore en cours d’élongation (Figure 

31B).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 31 : Localisation des promoteurs des gènes SWEETs dans la hampe florale 

Expression de la protéine GUS sous contrôle des promoteurs des gènes SWT11, SWT12, SWT16 

et SWT17 dans la hampe florale à différents stades de développement. Photographies de sections 

transversales au milieu de la hampe florale principale correspondant à un stade de 

développement en cours d’élongation avec des fibres interfasciculaires et des cellules de xylème 

en cours de lignification. (A)  Photographies de sections transversales à la base de la hampe 

florale principale correspondant à un stade de développement mature avec épaississement 

important des parois secondaires des vaisseaux et des fibres de xylème et des fibres 

interfasciculaires (B). Les coupes ont été montées dans un mélange de Phloroglucinol 2 % et 

HCl 50 % afin de colorer les lignines en rouge. ph : phloème, xy : xylème, pb : procambium. 

Echelle : 20 µm. 
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Dans un entre-nœud en cours d’élongation, l’expression du promoteur de SWEET11 est 

observée dans certaines fibres et dans certaines cellules de parenchyme xylèmiennes (Figure 

31A). L’expression du promoteur de SWEET12 est également retrouvée dans les cellules de 

parenchyme xylèmiennes, dans certaines fibres xylèmiennes mais semble être absente des 

cellules de phloème (Figure 31A). Le promoteur SWEET16 présente un domaine d’expression 

plus large puisqu’un signal GUS est observé dans le phloème, dans les cellules 

parenchymateuses du xylème mais également dans les cellules de procambium et les vaisseaux 

accolés aux cellules de procambium, et dans les fibres interfasciculaires (Figure 31A). Enfin, 

le domaine d’expression du promoteur SWEET17 est localisé dans les vaisseaux accolés aux 

cellules de procambium et dans les cellules de parenchyme du xylème (Figure 31A). 

A la base de la hampe florale, c’est à dire sur un entre-nœud dont l’élongation est 

terminée, l’expression des promoteurs de SWEET12 et SWEET16 est observée dans le xylème 

et dans le phloème tandis que l’expression des promoteurs de SWEET11 et SWEET17 est 

restreinte au xylème (Figure 31B). Plus précisément, l’expression du promoteur SWEET11 est 

retrouvée uniquement dans certaines petites cellules accolées aux vaisseaux, correspondant 

probablement à des fibres (Figure 31B). L’expression des promoteurs de SWEET12 et 

SWEET16 est retrouvée dans les cellules de phloème et à la pointe du xylème correspondant 

aux cellules parenchymateuses (Figure 31A). Le domaine d’expression de SWEET17 est 

retrouvé uniquement dans le xylème, dans certains vaisseaux accolés aux cellules du 

procambium correspondant à des jeunes vaisseaux et dans les cellules parenchymateuses 

localisées à la pointe du xylème (Figure 31A). Il est également important de noter que les 

domaines d’expression observés dans la hampe florale l’ont été invariablement quelles que 

soient les cultures analysées. En effet, ces expériences ont été répétées 5 fois au cours de la 

thèse. 

1.3 Expression dans l’inflorescence 

L’expression des promoteurs des gènes SWEETs a également été analysée dans 

l’inflorescence de la hampe principale et dans les fleurs d’Arabidopsis thaliana (Figure 32). 

Les photographies de droite (Figure 32A, 32C, 32E et 32G) représentent la portion apicale de 

la hampe florale qui porte les boutons floraux, les photographies de gauche (Figure 32B, 32D, 

32F, 32H et 32I) correspondent aux fleurs. Aucune expression du promoteur SWEET12 n’est 

observée dans la hampe portant les boutons floraux ni dans les fleurs (Figure 32C et 32D). Dans 

la portion de hampe florale portant les fleurs, seule l’expression des promoteurs des gènes 

SWEET16 et SWEET17 est observée (Figure 32E et 32G). De plus, on remarque un gradient de 
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coloration dans les pédoncules en fonction du stade de développement de la fleur avec une 

coloration plus dense dans les fleurs fermées au stade bouton dans la partie apicale et une 

coloration plus faible dans les pédoncules des fleurs en devenir de siliques (Figure 32E et 32G). 

En revanche, leur localisation dans les fleurs varie avec une expression de SWEET17 observée 

à la pointe du pistil sous le stigmate quel que soit le stade de développement des fleurs (Figure 

32G et 32H) et dans le filet des étamines (Figure 32I). L’expression de SWEET16 est observée, 

quant à elle, également à la base du stigmate quel que soit le stade de développement des fleurs, 

dans le filet des étamines et dans le système vasculaire des sépales à un stade de développement 

de la fleur ouverte (Figure 32F). Enfin, l’expression du promoteur du gène SWEET11 est 

observée uniquement dans les anthères des étamines des fleurs ouvertes (Figure 32B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 32 : Localisation des promoteurs des gènes SWEETs dans les fleurs 

Expression des promoteurs des gènes SWEET11 (A et B), SWEET12 (C et D), SWEET16 

(E et F) et SWEET17 (G, H et I) couplés au gène rapporteur GUS dans un fond sauvage 

Col-0 dans la hampe florale et dans les fleurs d’Arabidopsis thaliana. Echelle : 500 µm 
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1.4 Expression dans les siliques 

La localisation de l’expression des quatre gènes SWEETs a également été analysée dans 

les siliques (Figure 33). On remarque que l’expression du promoteur du gène SWEET11 est 

retreinte au stigmate (Figure 33A) et que l’expression du promoteur de SWEET12 est quant 

à elle uniquement retrouvée à la base de la silique, c’est-à-dire dans le système vasculaire à 

la jonction entre le pédoncule et les valves (Figure 33B). L’expression des promoteurs des 

gènes SWEET16 et SWEET17 est également retrouvée dans le système vasculaire du 

pédoncule et des valves et dans la partie basale de l’ovaire (Figure 33C et 33D). Cependant, 

leur domaine d’expression est plus étendu que celui des gènes SWEET11 et SWEET12. 

Ainsi, les promoteurs des gènes SWEET16 et SWEET17 semblent avoir une localisation 

d’expression commune et sont tous exprimés dans le système vasculaire du style, à la base 

du stigma. L’unique différence observée entre le domaine d’expression de ces deux gènes 

est la localisation de l’expression du promoteur SWEET16 dans la partie qui relie les graines 

au septum, alors que celle du promoteur de SWEET17 est absente de cette zone mais 

retrouvée dans le septum (Figure 33C et 33D). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 33 : Localisation des promoteurs des gènes SWEETs dans les siliques 

Expression des promoteurs des gènes SWEET11 (A), SWEET12 (B), SWEET16 (C) et 

SWEET17 (D) couplés au gène rapporteur GUS dans un fond sauvage Col-0 dans les 

siliques. Echelle : 200 µm 
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2. Production des triples mutants et du quadruple mutant 

Au début de cette thèse, plusieurs lignées d’Arabidopsis thaliana portant une insertion T-

DNA au niveau des gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et/ou SWEET17 étaient disponibles 

i.e les simples mutants : swt11-1/swt11 (Le Hir et al., 2015), swt12-1/swt12 (Le Hir et al., 2015), 

swt16-2/swt16 (collaboration avec l’équipe du Pr Ekkehard Neuhaus de l’Université de 

Kaiserlautern, Allemagne, lignée non publiée) et swt17-1/swt17 (Chardon et al., 2013), les 

doubles mutants : swt11-1swt12-1/swt11swt12 (Le Hir et al., 2015), swt16-4swt17-

1/swt16swt17 (produit dans l’équipe, lignée non publiée) et le triple mutant : swt11-1swt12-

1swt16-4/swt11swt12swt16 (produit dans l’équipe, lignée non publiée). Dès mon arrivée en 

thèse, j’ai produit par croisement le triple mutant swt11-1swt12-1swt17-1/swt11swt12swt17 

(lignée non publiée) ainsi que le quadruple mutant swt11-1swt12-1swt16-4swt17-

1/swt11swt12swt16swt17 (lignée non publiée).  

 

 

 

 

 

3. Impact d’une perturbation du transport des sucres médié par les transporteurs 

SWEETs sur la croissance et le développement des plantes 

 

3.1. Impact sur la croissance de la rosette 

Une cinétique de croissance de la rosette des lignées mutées dans l’expression des gènes 

SWEETs a été réalisée en mesurant la surface verte projetée (cm²) à partir de photographies 

prises tous les deux jours en conditions de jours longs (Figure 35A). Afin d’évaluer la vitesse 

de croissance de la rosette au cours du temps, les différences de surfaces vertes projetées 

calculées entre deux dates ont été divisées par le nombre de jours séparant ces deux mesures 

(Figure 35B). Au-delà du 38ème jour de croissance de la rosette, les mesures n’ont pas été 

poursuivies car la hampe florale alors en pleine croissance ne permet pas d’effectuer des 

photographies nettes de la rosette. Il est à noter que la date d’apparition du bouton floral a été 

déterminée lorsque le bouton faisait 1 cm de hauteur. Quel que soit le génotype, l’apparition du 

bouton floral a eu lieu, dans nos conditions de culture, 28 jours après le semis (Figure 35). Il 

Figure 34 : Photographie du gel des 

produits PCR lors du génotypage du 

quadruple mutant swt11swt12swt16swt17 

Marqueur de taille (à gauche) avec pour 

chaque gène testé les amorces sens (à gauche) 

et antisens (à droite). Homozygotie pour les 

gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et 

SWEET17 chez le quadruple mutant. 
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n’y a donc pas de décalage entre l’émergence de la hampe florale chez ces mutants par rapport 

au type sauvage.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 35 : Croissance de la rosette en fonction du temps des mutants sweet  

Cinétique des mesures de surface verte projetée en fonction des jours (A). Cinétique 

des mesures de vitesse de croissance en cm² par jour (B). La flèche noire représente la 

date de l’apparition du bouton floral apparu à la même date pour tous les génotypes soit 

28 jours après le semis. Chaque point représente les moyennes (n ≥ 7). Les écart-types 

ne sont volontairement pas représentés afin de ne pas surcharger le graphique. Test 

statistique par analyse de la variance à un facteur (ANOVA) et post test de Tukey. Les 

génotypes portant des lettres différentes sont significativement différents (P < 0.05). 
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Chez tous les génotypes, la rosette atteint sa taille finale 35 jours après le semis, soit environ 

10 jours après l’émergence de la hampe florale (Figure 35A). L’analyse plus détaillée des 

courbes de croissance montre que le double mutant swt11swt12, les triples et le quadruple 

mutants ont à chaque date des valeurs de surface verte projetée environ deux fois plus petites 

que celles du WT (Figure 35A), alors que la réduction de la taille de rosette observée chez les 

simples et le double mutant swt16swt17 est d’environ 25% (Figure 35A). 

La vitesse de croissance au cours du développement de la rosette a également été 

calculée pour chaque génotype. Chez les plantes de type sauvage, la vitesse de croissance 

augmente graduellement jusqu’au 25ème jour de croissance atteignant une valeur supérieure à 3 

cm²/jour puis la vitesse de croissance atteint un plateau entre le 25ème et le 29ème jour de 

croissance (Figure 35B et Figure 36A et 36B). C’est durant cette phase plateau que l’émergence 

du bouton floral a lieu. Ensuite, la vitesse de croissance augmente très rapidement entre le 29ème 

et le 35ème jour et atteint une valeur maximale de 6,3 cm²/jour entre le 32ème et 35ème jour (Figure 

35B). Des variations similaires de la vitesse de croissance ont également été observées pour les 

lignées mutées dans l’expression des gènes SWEETs, malgré des vitesses de croissance 

globalement plus faibles notamment pour le double mutant swt11swt12, les triples mutants et 

le quadruple mutant (Figure 35B). Cependant, la période entourant l’émergence du bouton 

floral mérite d’être observée plus précisément (Figure 36).  
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Figure 36 : Vitesse de croissance de la rosette au moment de l’apparition du bouton floral 

Entre le 24ème et le 25ème jour (A), le 25ème et le 28ème jour (B), le 28ème et le 29ème jour (C) et le 

29ème et le 30ème jour (D). Les données sont présentées sous forme de boites à moustaches. Le 

trait au milieu de la boite représente la valeur de la médiane. Test statistique par analyse de la 

variance à un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres 

différentes sont significativement différents (P < 0.05, n ≥ 7). 
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Ainsi, entre le 24ème et le 25ème jour de croissance, le double mutant swt11swt12, les 

triples mutants et le quadruple mutant ont des vitesses de croissance significativement plus 

faibles que les plantes sauvages et les autres mutants (Figure 36A). Après cette date, leur vitesse 

de croissance atteint un plateau jusqu’au 30ème jour de croissance (Figure 35B). La vitesse de 

croissance de ces génotypes reste ensuite environ deux fois plus faible que celle du type sauvage 

même si la tendance reste la même avec une vitesse maximum de croissance atteinte à la même 

date que les plantes de type sauvage. Entre le 25ème et le 28ème jour, un second groupe de 

génotypes se détachent du type sauvage (Figure 36B). Ainsi, la rosette des simples mutants et 

du double mutant swt16swt17 présentent une vitesse de croissance significativement différente 

du type sauvage à partir du 25ème jour de croissance c’est-à-dire juste avant l’émergence du 

bouton floral (Figure 36B). Une chute drastique de la vitesse de croissance de la rosette est 

même observée entre le 28ème et le 29ème jour de croissance pour les simples mutants swt11, 

swt16 et swt17 (Figure 36C). Enfin, entre le 29ème jour et le 30ème jour de croissance, seule la 

vitesse de croissance du double mutant swt11swt12, des triples mutants et du quadruple mutant 

sont significativement différentes par rapport au type sauvage (Figure 36D). Il est également 

intéressant de noter que la phase plateau de la croissance commence plus tôt pour les mutants 

swt12, swt16 et swt16swt17 (entre le 24ème et le 25ème jour) comparés au type sauvage (entre 

25ème et le 28ème jour).  

En conclusion, même si la forme globale de la courbe de croissance est similaire pour tous 

les génotypes, deux groupes se distinguent : 

(1) le double mutant swt11swt12, les triples mutants et le quadruple mutant qui sont 

significativement plus petits que le type sauvage (WT) dès les premiers jours de croissance et 

ceci jusqu’au dernier jour de croissance (Figure 35A) et dont le ralentissement de la vitesse de 

croissance de la rosette intervient plus précocement que chez le type sauvage. 

(2) les simples mutants swt11, swt12, swt16 et swt17 et le double mutant swt16swt17 qui ne 

sont pas significativement différents du type sauvage (WT) jusqu’au 28ème jour. Après cette 

date qui correspond à la date d’apparition du bouton floral, la surface verte projetée de ces 

génotypes est significativement plus petite que celle du WT et ce jusqu’au 38ème jour (Figure 

35A).  
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3.2. Impact sur la croissance et le développement de la hampe florale 

3.2.1. Croissance de la hampe florale principale 

La Figure 37 regroupe les mesures effectuées sur la hampe florale principale de chaque 

génotype après 44 jours de croissance c’est à dire la hauteur moyenne de la hampe principale 

(Figure 37A), la longueur de la partie de la hampe portant les inflorescences latérales (Figure 

37B), la longueur de la partie de la hampe portant les siliques (Figure 37C), le pourcentage de 

ces portions par rapport à la hauteur de la hampe principale (Figure 37D). Enfin, la mesure de 

la longueur des entre-nœuds séparant chaque inflorescence latérale a également été mesurée 

(Figure 37E).  

On remarque que seul le quadruple mutant présente une hampe florale significativement 

plus petite que le WT à 44 jours de croissance (Figure 37A). Excepté le double mutant 

swt16swt17, les autres génotypes ont un phénotype intermédiaire non significativement 

différent du WT ni du quadruple mutant (Figure 37A). Afin d’évaluer la croissance de la hampe 

florale chez ces génotypes, des mesures de longueur de la portion de la hampe portant les 

inflorescences latérales et de la portion de la hampe portant les siliques ont été effectuées. 

Aucune différence significative entre les génotypes concernant la partie portant les 

inflorescences latérales n’a été observée (Figure 37B). En revanche, la partie de la hampe 

supportant les siliques est réduite chez le quadruple mutant comparé au WT (Figure 37C). La 

réduction de la hauteur de la hampe florale observée chez ce mutant (Figure 37A) est donc 

spécifiquement due à une réduction de la partie de la hampe portant les siliques (Figure 37C). 

En termes de proportion par rapport à la hauteur totale de la hampe principale, on observe 

également que seul le quadruple mutant présente des différences significatives par rapport au 

type sauvage (Figure 37D). En effet, chez les plantes sauvages, la partie de la hampe principale 

supportant les inflorescences latérales compte pour 34,5% de la hauteur totale de la hampe 

contre 65,5% pour la partie supportant les siliques. Chez le quadruple mutant, la partie basale 

portant les inflorescences latérales compte pour 45,7 % contre 54,3% pour la partie apicale 

portant les siliques (Figure 37D). La taille des entre-nœuds portant les inflorescences latérales 

a également été mesurée (Figure 37E). Ainsi, l’entre nœud n°1 correspond au premier entre-

nœud à la base de la hampe florale et le n°5 correspond au dernier entre-nœud avant les siliques. 

Il n’y a aucune différence significative entre les génotypes pour chacun des entre-nœuds. 

L’ensemble de ces résultats confirment donc que la réduction de la hauteur de la hampe florale 

observée chez le quadruple mutant est causée par la réduction de la partie de la hampe portant 

les siliques. 
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Figure 37 : Mesures des paramètres de croissance de la hampe florale  

Hauteur totale de la hampe florale (cm) (A). Longueur de la portion de hampe 

florale supportant les inflorescences latérales (B). Longueur de la portion de 

hampe florale supportant les siliques (C). Proportion occupée par ces deux 

portions rapportées à la hauteur de la hampe totale exprimée en % (D). Longueur 

des entre-nœuds portant les inflorescences latérales (E). Représentation graphique 

sous forme de boite à moustaches. Test statistique par analyse de la variance à 

une facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres 

différentes sont significativement différents (P < 0.05, n ≥ 5). 
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3.2.2 Développement des organes latéraux 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 38 : Développement des organes latéraux sur la hampe florale principale 

Nombre d’inflorescences latérales (A). Nombre de hampes florales secondaires (B). Nombre 

de siliques (C) et nombre de fleurs ouvertes à 44 jours de croissance (D). Représentation 

graphique sous forme de boite à moustaches. Test statistique par analyse de la variance à une 

facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres différentes sont 

significativement différents (P < 0.05, n ≥ 5). 

 

Compte tenu des domaines d’expression des différents gènes SWEETs et afin d’avoir une 

image la plus complète possible du développement de la hampe florale chez les différents 

génotypes, j’ai également comptabilisé le nombre d’inflorescences latérales (hampes florales 

portées par la hampe principale) (Figure 38A), le nombre de hampes secondaires (générées par 

les bourgeons axillaires des feuilles de la rosette) (Figure 38B), le nombre de siliques (Figure 

C 
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38C) et le nombre de fleurs ouvertes (Figure 38D). Aucune différence significative n’a été 

mesurée entre les génotypes concernant le nombre d’inflorescences latérales ou le nombre de 

hampes florales secondaires (Figure 38A-B). Par contre, le nombre de siliques ainsi que le 

nombre de fleurs ouvertes du quadruple mutant est significativement plus faible par rapport au 

type sauvage (Figure 38C-D). De plus, le nombre de fleurs ouvertes est également 

significativement différent entre le type sauvage, le double mutant swt11swt12 et les triples 

mutants swt11swt12swt16 et swt11swt12swt17 (Figure 38D) bien qu’aucune différence 

concernant le nombre de siliques n’ait été observée pour ces génotypes (Figure 38C).  

4. Impact d’une perturbation des échanges de sucres médiés par les transporteurs 

SWEETs sur la physiologie et le métabolisme de la plante 

 

4.1. Organe source : la rosette  

Afin d’évaluer l’impact des mutations des gènes SWEETs sur la physiologie de la plante, 

des mesures grâce à une pince Dualex ont été réalisées sur une feuille mature de rosette pour 

chaque plante. Cet appareil de mesure permet d’évaluer le contenu en chlorophylle, en flavonols 

et en anthocyanes des feuilles. Ce système de mesure permet également d’obtenir une 

évaluation du statut azoté de la feuille analysée. Enfin, le nombre de feuilles sénescentes a été 

comptabilisé à deux dates : le 38ème jour et le 44ème jour (Figure 39). 

Le simple mutant swt11, le double mutant swt11swt12, les triples mutants et le 

quadruple mutant présentent significativement plus de feuilles sénescentes le 38ème jour de 

croissance, c’est-à-dire seulement 3 jours après que la rosette ait atteint la taille maximale par 

rapport au type sauvage qui à cette date ne présente presque aucune feuille sénescente (Figure 

39A). Les autres simples mutants et le double mutant swt16swt17 présentent des phénotypes 

intermédiaires (Figure 39A). A 44 jours de croissance, seuls le triple mutant swt11swt12swt16 

et le quadruple mutant sont différents du WT avec une moyenne de 7 feuilles sénescentes contre 

3,8 chez le WT (Figure 39B). Les autres génotypes ont entre 4 et 6 feuilles sénescentes.  

Aucune différence significative entre les génotypes concernant le contenu en 

chlorophylle et en anthocyanes n’a été mesurée (Figure 39C et 39E). En revanche, une 

accumulation en flavonols dans les feuilles sources du quadruple mutant comparé au simple 

mutant swt12 a été mesurée (Figure 39D). Tous les autres génotypes présentent des phénotypes 

intermédiaires. Enfin, le statut azoté est réduit chez le double mutant swt11swt12 comparé au 

simple mutant swt12.  
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Figure 39 : Statut physiologique de la rosette des différentes lignées sweet 

Nombre de feuilles sénescentes à 38 jours et à 44 jours de croissance (A et B). 

Indices du statut carboné et azoté des feuilles sources mesurés à la pince Dualex. 

Contenu en chlorophylle (µg/cm²) (C) ; Contenu en flavonols (unité 

d’absorbance) (D) ; Contenu en anthocyanes (unité d’absorbance) (E) et 

Indicateur de statut azoté correspondant au ratio du contenu en flavonols/contenu 

en chlorophylle (F). Représentation graphique sous forme de boite à moustaches. 

Test statistique par analyse de la variance à une facteur (ANOVA) et post-test de 

Tukey. Les génotypes portant des lettres différentes sont significativement 

différents (P < 0.05, n ≥ 8). 
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4.2. La hampe florale 

 

4.2.1. Dosage des sucres solubles et de l’amidon 

 

Les travaux précédemment décrits ont permis de montrer que le double mutant 

swt11swt12 présentait une accumulation de saccharose, glucose et fructose dans les feuilles 

sources (Le Hir et al., 2015) alors que le simple mutant swt17 et le double mutant swt16swt17 

accumulent uniquement du fructose dans les feuilles sources des plantes cultivées en conditions 

de jours longs (Chardon et al., 2013 ; Stage de M2). De plus, lors de mon stage de M2 nous 

avons montré une accumulation significative du saccharose dans la hampe florale du simple 

mutant swt17 et une accumulation significative du glucose dans le double mutant swt16swt17. 

Afin de compléter cette analyse, un dosage enzymatique des sucres solubles et de l’amidon 

contenus de la hampe a également été réalisé sur des plantes de type sauvage, les doubles 

mutants swt11swt12, swt16swt17 et le quadruple mutant swt11swt12swt16swt17 (Figure 40).  

De façon consistante avec les résultats précédents, aucune différence significative du 

contenu en saccharose n’a été mesuré chez ces mutants (Figure 40A). En revanche, une 

accumulation significative de glucose a été mesurée pour les doubles mutants swt11swt12 et 

swt16swt17 (Figure 40B). Il est intéressant de noter que seul le double mutant swt16swt17 

accumule significativement plus (11 fois plus) de fructose que le type sauvage (Figure 40C).  

Enfin, le quadruple mutant accumule significativement plus d'amidon que le type 

sauvage (Figure 40D). Le double mutant swt11swt12 présente un phénotype intermédiaire avec 

2 nmol/mg d’amidon contenu dans la hampe florale, alors que le contenu en amidon de la hampe 

florale du double mutant swt16swt17 ne présente aucune différence significative avec le type 

sauvage.  
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Figure 40 : Variations des contenus en sucres solubles et en amidon de la hampe florale 

des différents mutants sweet 

Concentration de saccharose (A), de glucose (B), de fructose (C) et d’amidon (D) contenu 

dans la hampe florale. Représentation graphique sous forme de boite à moustaches. Test 

statistique par analyse de la variance à une facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les 

génotypes portant des lettres différentes sont significativement différents (P < 0.05, n = 4). 
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4.2.2. Dosages des acides aminés totaux 

 

Le contenu en acides aminés totaux a également été mesuré dans la hampe florale des 

différents génotypes (Figure 41). Le double mutant swt11swt12 et le quadruple mutant 

accumulent tous deux significativement des acides aminés dans la hampe florale par rapport au 

type sauvage. En revanche, le double mutant swt16swt17 n’est pas significativement différent 

des autres génotypes, il présente un phénotype intermédiaire.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4.2.3. Analyse métabolomique de la hampe florale 

Afin de compléter l’analyse précédente des contenus en sucres solubles et en acides 

aminés totaux, une analyse métabolomique de la hampe florale principale a été réalisée par GC-

MS (Chromatographie en Phase Gazeuse couplée à la spectroscopie de masse) avec Françoise 

Gilard de la plateforme Métabolisme Métabolome à l’IPS2 (Institut des Sciences des plantes) à 

Figure 41 : Concentration d’acides aminés totaux 

de la hampe florale principale des différents 

mutants sweet  

Représentation graphique sous forme de boîtes à 

moustaches. Test statistique par analyse de la variance 

à un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les 

génotypes portant des lettres différentes sont 

significativement différents (P < 0.05, n = 4). 
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Paris-Saclay. Dans cette analyse les hampes florales des plantes de type sauvage, les doubles, 

les triples et le quadruple mutants ont été inclus. 

La méthode d’analyse utilisée sur la plateforme permet d’obtenir des données relatives 

et non absolues pour les différents génotypes, permettant ainsi de comparer les génotypes entre 

eux. Au total, 158 métabolites ont pu être identifiés dans ces échantillons de hampe florale Un 

test statistique de type ANOVA paramétrique a permis d’identifier 33 métabolites pour lesquels 

des différences significatives ont été mesurées entre au moins deux génotypes. J’ai réalisé une 

analyse en composante principale (ACP) sur ces 33 métabolites pour lesquelles des différences 

significatives ont été observées afin d’évaluer si une ou plusieurs variables permet de 

déterminer un ou plusieurs groupes parmi les génotypes (Figure 42). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 42 : Analyse en composante principale des données de métabolomiques acquises 

sur la hampe florale des différents mutants sweet 

ACP montrant la projection des 2 premières composantes principales des individus (A) et des 

variables (B). Sur le graphe des individus, les plantes de type sauvage sont en violet (WT), le 

swt11swt12 est en bleu, le swt16swt17 est en rouge, le swt11swt12swt16 est en bleu foncé, le 

swt11swt12swt17 est en vert et le quadruple mutant swt11swt12swt16swt17 est en jaune. Cette 

ACP a été réalisée à partir des métabolites pour lesquels il y a une différence significative entre 

au moins deux génotypes (ANOVA à un facteur) soit 33 métabolites parmi les 158 métabolites 

identifiés. Analyses statistique réalisée sur n ≥ 7 plantes par génotype. 

 

On remarque avec cette analyse sans a priori que la première et la deuxième composante 

principale expliquent plus de 45% de la variabilité totale observée dans l’ensemble des données 

et permet de regrouper certains individus entre eux (Figure 42A). Ainsi, la première dimension 

A B 



III. RESULTATS ET DISCUSSION – CHAPITRE 1 

 

94 
 

permet de dissocier les plantes de type sauvage de celles du quadruple mutant très distinctement 

(Figure 13A). La deuxième dimension permet quant à elle de dissocier le type sauvage WT (en 

violet) et le swt16swt17 (en rouge) des autres génotypes (Figure 42A). Sur le graphique des 

variables, on remarque que cette différence est expliquée notamment par une différence au 

niveau des contenus en sucres chez le double mutant swt11swt12 ainsi que les triples et le 

quadruple mutants (Figure 42B). Afin d’évaluer la variabilité au sein d’un génotype, j’ai 

également réalisé une carte des chaleurs sur ce jeu de données en représentant tous les 

échantillons. Ils sont organisés en grille avec chaque colonne représentant un échantillon et 

chaque ligne correspondant à un métabolite. Les métabolites sont regroupés en cluster en 

fonction de leurs quantités contenues dans la hampe florale. Les valeurs de p du test statistique 

de type ANOVA paramétrique sont répertoriées dans le tableau S3 en annexe. Parmi les 

métabolites statistiquement différents en fonction des génotypes, 39,4% appartiennent à la 

classe des acides aminés, 22,4% sont des sucres, 21,2% sont des acides organiques et 15,4% 

sont des terpènes. 

Compte tenu de la variabilité observée au sein de chaque génotype, j’ai choisi de calculer 

les médianes et de représenter les résultats sous la forme d’une carte des chaleurs en 

positionnant les métabolites selon les grandes voies de biosynthèse du métabolisme primaire 

(Figure 43). Seuls les métabolites présentant un test t de Student significatif sur les médianes 

sont présentés sur le schéma de synthèse.  

➢ La glycolyse 

Il est important de noter qu’en accord avec les résultats précédents (Figure 40A), aucun 

mutant ne présente de différence significative de quantités de saccharose contenues dans la 

hampe florale. De plus, les doubles mutants et le quadruple mutant ne présentent pas de 

différence pour le contenu en glucose. En revanche, les triples mutants contiennent 

significativement moins de glucose que les plantes sauvages. A l’inverse, concernant les 

quantités de fructose, le double mutant swt16swt17 et le quadruple mutant accumulent du 

fructose dans la hampe florale. Le glucose-6-phosphate, impliqué dans de nombreux processus 

métaboliques, est également accumulé chez le quadruple mutant (Figure 43). Les autres 

métabolites impliqués dans la glycolyse ne sont pas significativement différents entre les 

mutants et les plantes sauvages. On peut donc en conclure que dans la hampe florale, la mutation 

des gènes SWEET16 et SWEET17 n’impacte que les quantités de fructose avec une 

accumulation dans la hampe florale. La mutation des deux gènes SWEET11 et SWEET12 

n’entraine pas de différence de quantités de métabolites impliqués dans la glycolyse. En 
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revanche, les triples mutants sont impactés dans les quantités de glucose et présentent moins de 

glucose dans la hampe florale que les sauvages, et le quadruple mutant présente une 

accumulation de fructose et de glucose-6-phosphate. 

➢ Voie des pentoses phosphate 

Certains sucres impliqués dans la voie des pentoses phosphates sont également 

accumulés chez certains mutants. Ainsi, le double mutant swt16swt17 accumule du 

sédohéptulose-7-phosphate et le quadruple mutant accumule du sédophéptulose-7-phosphate et 

du xylulose.  

➢ Voie de biosynthèse des polysaccharides de paroi 

L’UDP-glucose n’a pas pu être identifié en GC-MS. Le galactose n’a pas non plus pu 

être identifié par cette technique mais le tagatose, un isomère du galactose, est accumulé chez 

le double swt11swt12swt16 et le quadruple mutant. On remarque également que certains acides 

carboxyliques impliqués dans la voie de biosynthèse des hémicelluloses ou des pectines sont 

impactés par ces mutations. En effet, l’acide galacturonique est accumulé chez le triple mutant 

swt11swt12swt16 et l’acide férulique est accumulé chez le double mutant swt16swt17 et le 

quadruple mutant.  

➢ Le cycle de Krebs 

Peu d’acides organiques impliqués dans le cycle de Krebs sont affectés et lorsqu’ils le 

sont, ils sont en quantité réduite par rapport au type sauvage. En effet, seules les quantités de 

glycoxylate,  succinate et  fumarate sont affectées, ils sont tous trois en quantités réduites dans 

la hampe florale des mutants. Le double mutant swt16swet17 n’est cependant pas affecté dans 

le cycle de Krebs. En revanche, le double mutant swt11swt12 contient moins de succinate et de 

fumarate que le WT. Le triple swt11swt12swt17 contient moins de glycoxylate et moins de 

fumarate que le WT et le triple swt11swt12swt16 et le quadruple mutant contiennent 

uniquement moins de fumarate que le WT. Les acides organiques dérivant du cycle de Krebs 

tels que le citramalate et le gluconate lactone sont quant à eux accumulés chez le quadruple 

mutant alors que swt11swt12 et les triples mutants n’accumulent que du citramalate.  
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Figure 43 : Représentation schématique des principales voies de biosynthèse du métabolisme 

dans une cellule végétale 

Les résultats de l’analyse métabolomique sont représentées sous forme de carte des chaleurs sous 

chaque métabolite. Ainsi une accumulation du métabolite chez un mutant comparé au type sauvage 

apparait en rouge et une réduction apparait en bleu. La couleur blanche indique aucune différence 

significative. Chaque carré représente la valeur du Log2 des ratios des médianes entre le mutant et 

le type sauvage (n ≥ 7).  
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➢ Cycle de l’Urée 

L’α-kéto-gluratate impliqué dans le cycle de Krebs permet également la production de 

glutamate, un acide aminé essentiel dans la voie de l’urée. Les métabolites issus du cycle de 

l’urée sont pour la plupart accumulés chez les triples et le quadruple mutants. L’allantoine et la 

putrescine sont quant à eux également accumulées chez le triple swt11swt12swt16 et le 

quadruple mutant. A l’inverse, la proline est quant à elle réduite chez le double mutant 

swt11swt12, les triples et le quadruple mutants. 

➢ Voie de biosynthèse des acides aminés 

Le glutamate, impliqué dans le cycle de Krebs, est également impliqué dans la voie de 

biosynthèse des acides aminés. En effet, il permet la production de glutamine, l’acide aminé 

majeur transporté à longue distance. Cet acide aminé est impliqué dans l’assimilation ou la 

remobilisation de l’azote et il est accumulé chez les triples et le quadruple mutants. On remarque 

également que tous les acides aminés sont accumulés chez le double swt11swt12 (citrulline, 

ornithrine, lysine, aspartate), les triples mutants et le quadruple mutant. Seul le double mutant 

swt16swt17 ne présente aucune différence significative avec le WT quant au contenu en acides 

aminés dans la hampe florale ce qui est en cohérence avec les résultats obtenus ci-dessus (Figure 

12). 

➢ Métabolites impliqués dans le stress oxydatif 

Les métabolites impliqués dans le stress oxydatif sont également impactés par la 

mutation des gènes SWEETs. En effet, l’ascorbate et le déhydroascorbate sont tous deux 

accumulés chez les mutants, excepté chez le double mutant swt16swt17. En revanche, les sucres 

impliqués dans le stress oxydatif tels que le tréhalose et le β-gentobiose sont quant à eux en 

quantités réduites chez les mutants swt11swt12, les triples et le quadruple mutants. Le maltose 

présente quant à lui une quantité réduite chez le triple swt11swt12swt16. Le myo-inositol, 

impliqué dans le stress oxydatif, et également impliqué dans la voie de biosynthèse du galactose 

est présent en quantité réduite chez le double swt11swt12 et le triple swt11swt12swt16.  

➢ Voie de biosynthèse des terpènes 

Certains terpènes tels que le phytol impliqué dans la biosynthèse de la chlorophylle et 

le 3-indoacétonitrile sont accumulés chez les mutants sweets. Ainsi, une accumulation de phytol 

est observée chez les mutants swt16swt17, swt11swt12swt16 et le quadruple mutant. Le 3-

indoacétonitrile est accumulé chez le double swt11swt12, swt11swt12swt16 et chez le quadruple 

mutant. Enfin, le contenu en loganine est diminué chez le triple swt11swt12swt16 comparé au 

WT. 
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De façon générale, les mutations dans les gènes SWEET16 et SWEET17 affectent 

relativement peu le métabolisme de la hampe florale alors que les mutations dans les gènes 

SWEET11 et SWEET12 ont un impact fort sur le métabolisme de la hampe florale avec une 

accumulation de sucres et d’acides aminés chez ces mutants, ainsi qu’une diminution des 

contenus en acides organiques du cycle de Krebs ou de sucres impliqués dans le stress oxydatif.  

4.1 Organes puits : les siliques 

L’analyse métabolomique réalisée sur la hampe florale principale a révélé une perturbation 

du métabolisme carboné et azoté dans certaines des lignées mutantes. Compte tenu de ces 

résultats, une analyse du statut carboné et azoté des siliques des plantes sauvages et des plantes 

mutées pour les gènes SWEETs a été réalisée en collaboration avec Anne Marmagne et Fabien 

Chardon de l’équipe Signalisation, Transport et Utilisation de l’Azote à l’IJPB. Le poids sec 

des siliques, les pourcentages de carbone et d’azote contenus dans les siliques, ainsi que la taille 

des graines ont été mesurés (Figure 15 et Figure S5). Aucune différence significative du poids 

secs des graines n’a été mesurée entre les lignées analysées (Figure 15A). Cependant, l’analyse 

élémentaire des graines grâce à l’IRMS (spectrométrie de masse à rapport isotopique) a permis 

de montrer que les graines du double mutant swt11swt12, des triples et du quadruple mutants 

ont significativement moins de carbone par rapport au type sauvage (Figure 15B). De plus, les 

graines de ces mutants contiennent significativement plus d’azote que les plantes sauvages 

(Figure 15C). Enfin, les graines des simples mutants et du double mutant swt16swt17 ne sont 

significativement pas différentes des graines des plantes sauvages (Figure 15B et 15C). Ces 

résultats sont en cohérence avec les résultats précédemment obtenus dans l’équipe sur les 

graines du double mutant swt11swt12 (données non publiées).  

 

 

 

 

 

 

 

 

A B C 

Figure 44 : Analyses du statut carboné et azoté dans les graines des différents mutants sweet 

Poids secs des siliques (A), pourcentage de carbone (B) et d’azote des graines (C). Les valeurs 

présentées sont les moyennes ±SD (n≥7). Test statistique par analyse de la variance à une facteur 

(ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres différentes sont significativement 

différents (P < 0.05). 
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III. Discussion 

Contrairement aux transporteurs de sucres transportant les sucres contre le gradient de 

concentration décrits précédemment, les transporteurs de type SWEETs permettent le transport 

facilité de sucres selon le gradient de concentration (Chen et al., 2010). Chez la plante modèle 

Arabidopsis thaliana, il a précédemment été décrit que les transporteurs SWEET11 et 

SWEET12 sont localisés à la membrane plasmique des cellules du système vasculaire (Chen et 

al., 2010 ; Le Hir et al. 2015). Ils permettent les échanges de saccharose, de glucose et de 

fructose entre les cellules de parenchyme et les cellules conductrices du phloème et/ou du 

xylème de la hampe florale (Chen et al., 2012 ; Le Hir et al., 2015). De plus, les transporteurs 

tonoplastiques SWEET16 et SWEET17 permettent la régulation de l’homéostasie des sucres 

(saccharose, glucose et/ou fructose) entre le cytosol et la vacuole (Chardon et al., 2013, 

Klemens et al., 2013, Guo et al., 2013, 2014). L’analyse de lignées mutées dans l’expression 

d’un ou de plusieurs de ces gènes devrait permettre de mieux évaluer l’implication des gradients 

de sucres, à l’échelle intercellulaire et/ou intracellulaire, dans le développement, la physiologie 

et la croissance des plantes.  

 

1. Perturber l'expression des gènes SWEETs impacte la croissance de la rosette 

Dans ce chapitre nous avons montré que des mutations dans un ou plusieurs gènes SWEETs 

entrainent une réduction de la croissance et donc au final de la taille de la rosette par rapport à 

celle du type sauvage, soit dès les premiers stades de développement pour le double mutant 

swt11swt12, soit à partir du jour d’apparition du bouton floral dans le cas des simples mutants 

swt11, swt12, swt16, swt17 et du double mutant swt16swt17. De façon intéressante nos résultats 

montrent que les triples mutants swt11swt12swt16 et swt11swt12swt17, ou le quadruple mutant 

ont le même phénotype que le double mutant swt11swt12. Ce résultat suggère que seuls les 

gènes SWEET11 et SWEET12 jouent un rôle dans le développement de la rosette au début du 

développement.  

Les sucres produits au cours de la photosynthèse représentent la ressource énergétique 

principale pour la croissance de la plante (Sulpice et al., 2009). Ainsi, au cours du 

développement de la rosette, les feuilles sources photosynthétiques produisent de grandes 

quantités de sucres directement utilisés pour la croissance de ces dernières. Ces sucres sont 

également stockés sous forme d’amidon pour maintenir le métabolisme durant la nuit et sont 

exportés à travers le phloème jusqu’aux organes puits et participent ainsi à la croissance de 
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nouvelles feuilles (Ainsworth et Bush, 2011). Ainsi, le phénotype du double mutant swt11swt12 

pourrait être dû à une perturbation de l’allocation du carbone. En effet, il a précédemment été 

décrit que les transporteurs SWEET11 et SWEET12 étaient impliqués dans le chargement du 

phloème en assurant le transport facilité des sucres entre les cellules de parenchyme phloèmien 

et les cellules compagnes (Chen et al., 2012). D'après Chen et collaborateurs (Chen et al., 2012) 

la réduction de la croissance de la rosette du double mutant swt11swt12 pourrait être due à un 

problème de chargement du phloème, et l’accumulation des sucres solubles dans les feuilles 

sources est en faveur de cette hypothèse (Chen et al., 2012 ; Le Hir et al., 2015). Cependant, 

l'analyse des sèves phloèmiennes effectuées par l’équipe n’a mis en évidence aucune 

modification du contenu en saccharose dans la sève du double mutant swt11swt12 (données non 

publiées). De plus, dans nos conditions de culture, nous n'avons observé aucune expression des 

promoteurs pSWEET11 et pSWEET12 dans les veines mineures, lieu du chargement des sucres 

dans le phloème. Il est donc peu probable qu'une réduction de taille de la rosette chez le double 

mutant swt11swt12 soit due à un défaut d'allocation du carbone. 

Une différence de la taille des graines peut également influencer la croissance et le 

développement de la rosette à la génération suivante (Elwell et al., 2011). Ainsi, la plus petite 

rosette du double mutant swt11swt12 pourrait également être due à une moins bonne qualité 

des graines dont elle dérive. En effet, en 2015, Chen et al. ont montré que le poids des graines 

produites par le double mutant swt11swt12 et le triple mutant swt11swt12swt15 est 

significativement réduit par rapport au type sauvage. Ils ont également montré que ce phénotype 

est dû à un nombre réduit de siliques produit par la plante chez ces mutants. Enfin, les graines 

produites par ces mutants présentent un contenu en lipides plus faible par rapport aux graines 

du type sauvage. (Chen et al., 2015). Nos résultats sont en accord avec les résultats publiés par 

Chen et al. (2015) et en complément, nous montrons que les graines produites par le double 

mutant swt11swt12 sont de taille réduite et présentent un pourcentage d'azote plus élevé associé 

à une réduction du pourcentage de carbone. La taille réduite des graines peut être mise en regard 

du défaut de développement de l’embryon précédemment observé (Chen et al., 2015) ou être 

due à un défaut de remplissage des graines qui pourrait entrainer un retard de croissance de la 

rosette à la génération suivante. Il est à noter qu’aucun décalage de germination n’a été observé 

sur ces lignées dans les expériences précédemment réalisées dans l’équipe (données non 

publiées). L'étude des mutants de riz Ossweet11 et/ou Ossweet15 et de maïs ZmSWEET4c ont 

également mis en évidence un problème de remplissage des graines bien qu’aucun phénotype 
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de taille de plantes à la génération suivante n’ait été observé (Sosso et al., 2015 ; Yang et al., 

2018).  

Chez Arabidopsis thaliana, les valves des siliques sont photosynthétiques et les sucres qui 

y sont synthétisés contribuent au pool de carbone utilisé par les graines notamment au début de 

leur développement. Ainsi, les valves des siliques jouent un rôle clé dans le rendement des 

graines et leur qualité (Bennett et al., 2011 ; Zhu et al., 2018). Cependant les acteurs 

moléculaires impliqués dans le transfert de sucres entre les valves de la silique et les graines ne 

sont pas connus. De façon intéressante, nous avons montré une expression spécifique du 

promoteur du gène SWEET12 dans le système vasculaire à la jonction entre le pédoncule et les 

valves de la silique et dans les valves. Ainsi, en complément d’un rôle des transporteurs SWEET 

dans le transport facilité des sucres dans les différents tissus de la graine (Chen et al., 2015 ; 

Sosso et al., 2015 ; Yang et al., 2018), les SWEETs pourraient également contribuer au 

développement, la croissance et le remplissage des graines du fait de leur expression dans les 

valves de la silique.  

Outre la croissance des feuilles de la rosette, l’émergence du bouton floral et la croissance 

de la hampe requièrent également une grande quantité d’énergie, principalement sous forme de 

sucres. Ainsi chez la moutarde blanche (Sinapis alba L), une accumulation de saccharose dans 

la sève phloèmienne au moment de l’induction florale a été observée (Lejeune et al., 1993). De 

plus, chez Arabidopsis thaliana, il est connu que durant les premiers stades de développement 

du bouton floral (entre 0 et 72 heures) de nombreux facteurs de transcription et hormones 

permettent la mise en place d’un primordia floral (Denay et al., 2017). Une fois l’organe floral 

développé (entre 96 et 150 heures), ce dernier émerge et est visible à l’œil nu (Boyes et al., 

2007, Denay et al., 2017). L’induction florale débuterait ainsi 4 à 5 jours avant l’émergence de 

la hampe soit aux alentours du 24ème jour dans nos conditions de culture. Les analyses de vitesse 

de croissance présentées dans ce chapitre montrent effectivement une phase plateau dans la 

croissance de la rosette des plantes de type sauvage à partir du 25ème jour de croissance. Ceci 

suggère que l’énergie produite par les feuilles de rosette est allouée préférentiellement à 

l’émergence de l’inflorescence et le début de la croissance de la hampe florale plutôt qu’à la 

croissance de la rosette. Chez le simple mutant swt17 et le double mutant swt16swt17 cette 

phase plateau intervient à partir du 24ème jour de croissance et elle n’est même pas présente chez 

le simple mutant swt16 qui présente une chute brutale de la vitesse de croissance entre le 28ème 

et le 29ème jour. Ces résultats semblent donc suggérer un rôle différent des deux transporteurs 

tonoplastiques dans la croissance de la rosette mais également une relation entre le maintien de 
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l’homéostasie des sucres entre le cytosol et la vacuole médiée par SWEET16 et SWEET17 et 

les évènements entourant l’induction florale. L’induction florale est déclenchée par un stimulus 

provenant des feuilles matures (Bernier et al., 1981) d’origine multifactorielle (Corbesier et al., 

1998). Les sucres y joueraient notamment un rôle important (Yu et al., 2000, Corbesier et al., 

2005, Matsoukas et al., 2018 et Wingler, 2018) en étant transportés dans le nouvel organe en 

développement notamment grâce à l’utilisation des réserves en amidon (Corbesier et al., 2005). 

Les études menées sur les transitions développementales entraînant l’émergence de nouveaux 

puits ont également mis en évidence l’implication de nombreuses voies de signalisation diverses 

associées au métabolisme des sucres (ex : TOR, tréhalose-6-phosphate, et hexokinase1), 

suggérant ainsi que ces transitions ne sont possibles que lorsqu’une quantité de carbone est 

suffisante pour promouvoir le développement des nouveaux organes (Wingler, 2018). Pourtant, 

contrairement aux lignées mutées dans la biosynthèse d’amidon, la mutation d’un ou plusieurs 

gène(s) SWEET n’entraine pas de retard d’apparition du bouton floral, seulement un 

ralentissement de la croissance de la rosette. Sur la base des résultats produits ici, il convient 

donc d’être prudent sur la relation entre le défaut de transport de sucres observé dans les feuilles 

(i.e. accumulation de sucres dans les feuilles), le ralentissement de la vitesse de croissance de 

la rosette au moment de l’induction florale et la réduction de la hauteur de la hampe florale. 

Afin d’approfondir ce point, il serait donc intéressant d’observer si le promoteur de ces gènes 

s’exprime ou non dans le méristème floral mais également de réaliser des dosages des sucres 

solubles, d’amidon et d’acides aminés totaux dans les différents organes (ex feuilles sources, 

feuilles puits, bouton floral, hampe florale) au cours de la transition florale chez ces différentes 

lignées mutantes.  

 

2. Les gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et/ou SWEET17 sont nécessaires pour 

l’allocation des sucres et le développement de la hampe florale  

 

Au cours du développement de la hampe florale chez Arabidopsis thaliana, le méristème 

d’inflorescence produit dans un premier temps la portion de la hampe portant les inflorescences 

latérales puis dans un second temps la portion de la hampe portant les fleurs puis les fruits 

(Pouteau et al., 2011). Chez le quadruple mutant, c’est uniquement la partie de la hampe qui 

porte les siliques qui est affectée. De plus ce phénotype s’accompagne d’un nombre réduit de 

siliques. Ces résultats suggèrent soit un dysfonctionnement précoce du fonctionnement du 

méristème floral ou bien le fait que le méristème floral est plus petit et donc que la production 
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d’organes va être réduite. Par ailleurs, des observations faites dans l’équipe ont montré que le 

double mutant swt11swt12 présente un méristème floral plus petit que celui du type sauvage. 

Pourtant le double mutant swt11swt12 ne présente pas de différence significative quant à la 

hauteur de la hampe et au nombre de siliques. Ces observations doivent être répétées et surtout 

étendues au double mutant swt16sw17 et au quadruple mutant afin d’évaluer si ce phénotype 

est effectivement lié à un épuisement plus rapide du méristème floral du fait d’une plus petite 

taille de ce méristème. Chez Arabidopsis, une inhibition de l’initiation des primordia floraux a 

été décrit en situation de limitation en carbone (Lauxmann et al., 2016). Ainsi les phénotypes 

observés chez le quadruple mutant pourraient également être dus à un défaut d’allocation des 

réserves carbonées au niveau du méristème.  

L’analyse métabolomique de la hampe florale des doubles, triples ou quadruple mutants 

SWEETs a également révélé que parmi 158 métabolites identifiés, la quantité de 33 d'entre eux 

est significativement modifiée chez les mutants. Parmi ces 33 métabolites, 39,4% sont des 

acides aminés, 24,2% sont des sucres, 21,2% sont des acides organiques et 15,2% sont des 

terpènes. La comparaison des quantités de métabolites contenus dans la hampe florale des 

mutants et des plantes sauvages révèle une différence d’implication des gènes codant les 

transporteurs plasmalemmiques SWEET11 et SWEET12 et ceux codant les transporteurs 

tonoplastiques SWEET16 et SWEET17. En effet, le double mutant swt16swt17 présente peu de 

modifications comparées à celles observées dans les autres mutants également affectés dans 

l'expression des gènes SWEET11 et SWEET12. Ainsi, les dosages enzymatiques de sucres et 

l’analyse métabolomique de la hampe florale du double mutant swt16swt17 montrent 

uniquement une accumulation de fructose dans la hampe florale. Par contre l’accumulation de 

glucose mesurée par la méthode enzymatique n’a pas été corroborée par l’analyse 

métabolomique. Ce résultat suggère donc que la perturbation des gradients de sucres entre la 

vacuole et le cytoplasme dans les cellules vasculaires (phloème et xylème) induit une 

accumulation de fructose suffisamment importante pour qu’elle soit visible à l’échelle de la 

hampe florale entière bien qu’aucun phénotype ne soit visible à l’échelle de l’organe.  

Dans le cas du double mutant swt11swt12 et du quadruple mutant, les données de dosage 

enzymatique et l’analyse métabolomique sont cohérents, excepté pour le contenu en glucose. 

De façon intéressante, aucune variation du contenu en saccharose n’a été mise en évidence dans 

la hampe florale par les deux techniques alors que, chez Arabidopsis thaliana, les transporteurs 

SWEET11, SWEET12 et SWEET16 transportent notamment du saccharose (Chen et al., 2012 ; 

Klemens et al., 2013) et qu’une augmentation du contenu en saccharose est observée dans les 
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feuilles sources du double mutant swt11swt12 (Chen et al., 2012, Le Hir et al., 2015). Le 

saccharose, produit au cours de la photosynthèse dans les feuilles sources est chargé dans le 

phloème, transporté à longue distance puis déchargé dans les organes demandeurs en énergie 

(Dinant, 2008). Chez Arabidopsis thaliana et chez le Sorgho (Sorghum bicolor) AtSWEET11, 

AtSWEET12 et SbSWEET8 (Chen et al., 2012 ; Mizuno et al., 2016) ont été décrits comme 

étant impliqués dans le chargement du phloème dans les feuilles sources. Ainsi, si l’on 

considère que la hampe florale constitue un puit pour le saccharose alors un défaut de 

chargement du phloème dans les feuilles sources devrait conduire à une diminution du contenu 

en saccharose de la hampe florale. Ce n’est pourtant pas ce que nous avons observé. Dans ce 

contexte, la question du statut source/puits de la hampe florale se pose. Chez Arabidopsis 

thaliana, il est connu depuis longtemps que la hampe florale est photosynthétiquement active 

(y compris les feuilles caulines) et constitue le contributeur majeur au gain total de carbone qui 

a lieu tout au long de la vie de la plante (Earley et al., 2009). De plus, grâce à des marquages 

au 14CO2 et l’utilisation de la technique d’imagerie de radioisotopes en temps réel (real-time 

radioisotope imaging system, RRIS), il a été décrit qu’avant l’apparition des premières fleurs, 

les feuilles de rosette sont la principale source de carbone pour la hampe florale alors qu’après 

l’apparition des fleurs, le carbone nécessaire est produit par la hampe florale, les siliques et les 

feuilles caulines (Sugita et al., 2016). Ces résultats ont été récemment supportés par l’analyse 

de l’expression des gènes codant pour les principaux transporteurs de sucres (SUC et SWEETs) 

dans les différents organes au cours du développement (Durand et al., 2018). Dans le contexte 

de ce travail de thèse, la hampe florale constitue vraisemblablement un organe source et il 

semble donc envisageable de suggérer que les contenus en sucres mesurés dans la hampe florale 

ne sont que peu dépendants des contenus en sucres des feuilles sources. Ainsi, l’absence de 

variations des contenus en sucres dans la hampe florale du double mutant swt11swt12 tend à 

suggérer que les transporteurs SWEET11 et SWEET12 n’auraient pas un rôle majeur dans le 

chargement des sucres du phloème produit dans la hampe florale ou qu’il existerait une 

compensation fonctionnelle par d’autres transporteurs plasmalémmiques. Par contre 

l’augmentation du contenu en amidon mesurée dans la hampe florale du quadruple mutant 

suggère une augmentation du stockage de sucres dans cet organe et donc moins de ressources 

disponibles pour les autres processus physiologiques dont la production d’organes 

floraux/siliques par le méristème apical. Ainsi plutôt qu’un défaut de transport à longue distance 

des sucres, les phénotypes observés chez le quadruple mutant pourraient être dus à un défaut 

dans la remobilisation des réserves carbonées.  
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Enfin, l’analyse métabolomique de la hampe florale de ces mutants permet également de 

suggérer une modification du statut oxydatif de cet organe. Ainsi, l’allantoine, un métabolite 

issu du cycle de l’urée, est accumulé chez le triple swt11swt12swt16 et le quadruple mutant. Ce 

métabolite est impliqué dans la réponse au stress oxydatif causé par une accumulation de 

métaux lourds tels que le cadmium chez le concombre (Dresler et Wojciak-Kosior, 2019) et 

Arabidopsis thaliana (Nourimand et al., 2016) ou un stress salin chez Arabidopsis thaliana 

(Lescano et al., 2016). De plus, une augmentation du contenu en ascorbate et en 

déhydroascorbate est mesurée chez le double mutant swt11swt12, les triples et le quadruple 

mutant, suggérant une augmentation de l’activité antioxydante dans ces lignées. En revanche, 

plusieurs métabolites impliqués dans la réponse au stress sont présents en concentration réduite 

chez le double swt11swt12, les triples mutants et le quadruple mutant. C’est le cas de la proline, 

du myo-inositol, du β-gentobiose et du tréhalose. Sur la base de ces résultats, il semblerait donc 

qu’une modification des gradients de sucres médiés par les gènes SWEETs dans le système 

vasculaire de la hampe florale impacte le statut redox de cet organe et potentiellement la réponse 

de la plante à des changements environnementaux. 

 

3. La perturbation des gradients de sucres médiés par les transporteurs SWEETs semble 

favoriser la remobilisation de l’azote vers les graines 

Dans la plante, l’azote inorganique est assimilé par les racines principalement sous forme 

d’ammonium puis incorporé dans la glutamine, l’asparagine, le glutamate et l’aspartate (Miflin 

and Habash, 2002). Les acides aminés, notamment la glutamine qui est la forme de transport 

majoritaire, sont alors chargés dans le système vasculaire et transportés jusqu’aux organes puits 

afin de constituer les protéines. (Coruzzi, 2003, Näsholm et al., 2009, cités par Borgie et Fernie, 

2017). Outre une implication dans la synthèse de protéines, les acides aminés jouent également 

un rôle important dans la signalisation ou dans la réponse aux stress (Hildebrandt et al., 2015). 

Dans le cadre de cette étude, l’analyse métabolomique mets en évidence une accumulation 

d’acides aminés dans la hampe florale du double mutant swt11swt12, des triples et du quadruple 

mutant et montrent que ce sont essentiellement les acides aminés transportés qui s’accumulent 

(glutamine, glutamate, asparagine et aspartate). De plus, il a été décrit que l’urée s’accumule 

dans les feuilles sénescentes et serait utilisée comme molécule de transport de l’azote dans le 

phloème (Bohner et al., 2015). Dans nos conditions de culture, l’urée s’accumule également 

dans la hampe florale des triples et du quadruple mutant. Enfin, ces lignées présentent 

également une sénescence précoce des feuilles et l’augmentation du pourcentage d’azote dans 
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les graines. L’ensemble de ces résultats suggère donc une augmentation de la remobilisation de 

l’azote dans la hampe florale chez les mutants swt11swt12 puisque qu'il n'y a pas ou peu de 

variations des quantités d’acides aminés dans la hampe florale des mutants swt16swt17.  

Nous avons également observé une accumulation des acides aminés issus du cycle de Krebs 

provenant de l’oxaloacétate (aspartate, lysine, arginine, thréonine, isoleucine) et de ceux 

provenant du α-kétoglutarate (glutamate, glutamine, ornithine, citrulline) chez les triples et le 

quadruple mutant tandis que ceux dérivant du glyoxylate (sérine, glycine et cystéine), du 

pyruvate (alanine, leucine et valine) ou de la voie des pentoses phosphates (tryptophane, 

tyrosine, phénylalanine) augmentent uniquement chez le quadruple mutant. Ces résultats 

mettent en évidence que la majorité des acides aminés sont accumulés uniquement chez les 

triples et le quadruple mutant. Ces résultats montrent ainsi qu’une modification du transport 

facilité des sucres médié par les transporteurs SWEETs entraine une augmentation globale du 

métabolisme de l’azote. Une interaction entre le métabolisme carboné et azoté est connue 

depuis longtemps et est importante pour une croissance et une productivité optimale de la 

plante. Ainsi il existe une régulation fine du ratio C/N en fonction du statut cellulaire du C et 

de l’N (Coruzzi et al., 2001). Le statut cellulaire du C va dépendre non seulement du 

métabolisme mais aussi de l’efficacité de transport des formes de C au niveau inter et 

intracellulaire. Cependant les mécanismes moléculaires sous-jacents à la régulation conjointe 

de ces deux voies métaboliques restent largement inconnus. Compte tenu de nos résultats, il 

semble donc les lignées dérégulées dans l’expression des gènes SWEETs représentent un 

matériel génétique intéressant pour explorer ces questions.  

L’analyse métabolomique de la hampe florale a également montré une accumulation 

d’ornithine et de putrescine chez le triple mutant swt11swt12swt16 et le quadruple mutant. La 

putrescine est produite lors du cycle de l’urée par la dégradation de l’ornithine et de l’arginine 

(pour revue Handa et al., 2018). Chez Arabidopsis thaliana, une augmentation des contenus en 

putrescine et en ornithine est notamment observée en réponse à des contraintes de froid et à la 

sécheresse (Alet et al., 2011). Du fait de l’accumulation de ces composés, il serait donc 

intéressant d’évaluer si ces lignées mutantes présentent ou non une meilleure résistance à 

certaines contraintes environnementales.  

La putrescine est aussi le précurseur de la biosynthèse de spermine et de thermospermine 

(Handa et al., 2018). De façon intéressante, il a récemment été montré que la thermospermine 

contrôle la prolifération des tissus vasculaires et la différentiation du xylème (pour revue Barra-

Jimenez and Ragni, 2017). Ainsi, chez Arabidopsis thaliana, une mutation dans le gène 
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ACAULIS5 qui code pour une thermospermine synthase induit un défaut d’élongation des entre-

nœuds de la hampe florale (Hanzawa et al., 1997 ; Hanzawa et al., 2000) mais provoque 

également une mort cellulaire programmée précoce des vaisseaux de xylème au moment de la 

formation de la paroi secondaire (Muniz et al., 2008). Compte tenu du domaine d’expression 

des gènes SWEETs et du défaut de développement du système vasculaire précédemment décrit 

(Le Hir et al., 2015), il pourrait être intéressant, dans le futur, d’analyser plus finement le 

contenu en polyamines des hampes florales.  

 

IV. Conclusion 

Dans ce chapitre nous avons procédé à la caractérisation phénotypique de lignées mutées 

dans l’expression des gènes SWEET11, SWEET12, SWEET16 et/ou SWEET17 ainsi qu’à la 

localisation plus précise du domaine d’expression des promoteurs de ces quatre gènes. 

L’ensemble des résultats obtenus a ainsi permis de mettre en évidence l’importance des 

échanges de sucres entre les cellules du système vasculaire sur la croissance et le 

développement de la plante. Ainsi, la perturbation du transport facilité des sucres entre les 

cellules de parenchyme vasculaire (i.e. parenchyme phloèmien et xylèmien) et les cellules 

conductrices (i.e. cellule compagnes et vaisseaux de xylème) provoque une modification de 

l’allocation carbonée mais également de l’allocation azotée chez ces plantes. Ces résultats 

suggèrent donc un rôle des gradients de sucres dans la régulation de la balance C/N. Afin d’aller 

plus loin dans cette hypothèse il serait intéressant de suivre l’incorporation de15N (Havé et al., 

2017) et de 13C au cours du développement en phase reproductrice des lignées mutantes en 

comparaison avec des plantes de type sauvage.  
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CHAPITRE 2 
Rôle du transport facilité des sucres dans le 

développement du système vasculaire de la 

hampe florale 
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I. Introduction 

 

Le système vasculaire des végétaux est composé du phloème responsable du transport des 

éléments nutritifs depuis les organes sources vers les organes puits, du xylème assurant le 

transport ascendant d’eau et d’éléments minéraux et de (pro)cambium, un tissu méristématique 

permettant la production des cellules de phloème et de xylème. Dans la hampe florale, ces tissus 

vasculaires sont organisés en faisceaux cribro-vasculaires reliés entre eux par des fibres 

interfasciculaires. Plus précisément, le xylème est composé de vaisseaux, de fibres et de cellules 

parenchymateuses. Les vaisseaux et les fibres sont des cellules permettent de maintenir un port 

érigé du fait d’un épaississement très important de leur paroi secondaire (Nakano et al., 2015). 

La paroi secondaire est majoritairement composée de polysaccharides (i.e. cellulose et 

hémicelluloses) dont la synthèse dérive des sucres simples comme le saccharose, le glucose et 

le fructose (Marriott et al., 2015 ; Verbančič et al., 2018). Au cours du développement de la 

paroi secondaire, les vaisseaux et les fibres en développement vont donc avoir une demande 

importante en sucres afin de finaliser la formation de leurs parois. Cependant, le xylème permet 

essentiellement le transport d’eau et d’éléments nutritifs et bien que la biosynthèse des 

composés pariétaux et les étapes de la formation des parois primaires et secondaires soient bien 

connues (McFarlane et al., 2014), la question de la provenance des sucres qui serviront à la 

synthèse des polysaccharides pariétaux se pose. Les précédents travaux de l’équipe sur la 

caractérisation fonctionnelle des transporteurs SWEET11 et SWEET12 ont permis de mettre 

de montrer que les lignées mutées dans l’expression de ces deux gènes présentent des défauts 

de formation du système vasculaire et de composition de la paroi secondaire (Le Hir et al., 

2015 ; Dinant et al., 2019). Compte tenu du domaine d’expression de ces gènes, ces travaux 

suggèrent donc qu’il existe un transport de saccharose et d’hexoses entre les cellules de 

parenchyme vasculaires et les cellules conductrices en formation qui serviraient de précurseurs 

à la synthèse de la paroi secondaire. De récentes études ont en effet mis en évidence 

l’importance du métabolisme et du transport des sucres dans les tissus vasculaires afin de 

permettre aux cellules, dont les vaisseaux du xylème, de produire leur paroi secondaire. Ainsi, 

la dérégulation de l’expression des gènes codant pour des fructokinases (enzyme permettant la 

phosphorylation du fructose) induit des conséquences dans le développement du xylème (Stein 

et al., 2016 ; 2017). De plus, il a été proposé que l’activité des saccharose synthases (enzyme 

responsable du clivage du saccharose en UDP-glucose et en fructose) pourrait être impliqué 

dans la biosynthèse de cellulose chez Arabidopsis (Baroja-Fernandez et al., 2012). Enfin  

chez le peuplier, il a été montré que l’activité de transport du transporteur de saccharose SUT3 
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était indispensable pour une formation correcte de la paroi secondaire du xylème (Mahboubi et 

al., 2013).  

Dans le cadre de ce chapitre, l’objectif a été de mieux comprendre le rôle des gènes SWEETs 

dans le développement du xylème de la hampe florale et la composition de la paroi secondaire. 

Ainsi, le domaine d’expression de ces gènes a été affiné en analysant leurs localisations en 

fonction des différents types de pôles vasculaires de la hampe florale et en fonction du type 

cellulaire. Des analyses de surfaces des tissus vasculaires ont été réalisées chez les lignées 

simplement, doublement, triplement et quadruplement mutées dans l’expression des gènes 

SWEET11, SWEET12, SWEET16 et/ou SWEET17. Une analyse plus approfondie du xylème a 

été réalisée en quantifiant le nombre de cellules contenus dans un pôle de xylème et en mesurant 

la taille des fibres et des vaisseaux. Enfin, afin de mieux appréhender l’importance des échanges 

de sucres entre les cellules ou l’homéostasie des sucres sur la formation de la parois secondaires, 

l’analyse des parois des vaisseaux et des fibres du xylème a été réalisée en Spectroscopie Infra-

Rouge à Transformée de Fourier (FTIR).  

II. Résultats 

1. Localisation tissulaire et cellulaire de l’expression du gène rapporteur GUS sous le 

contrôle des promoteurs des gènes SWEETs dans les différents types de pôles 

vasculaires de la hampe florale 

Lors des observations réalisées dans le Chapitre 1, j’ai noté des différences dans le 

domaine d’expression des promoteurs des quatre gènes en fonction de la forme du faisceau 

cribro-vasculaire. Pour rappel, une classification des pôles vasculaires selon leur forme a été 

proposée par Park et al. (2015) qui a mis en évidence l’existence de trois types de pôles (Figure 

45) : (1) les pôles de type-M (Main inflorescence stem, en jaune) correspondant aux pôles de 

formes triangulaires permettant d’alimenter la totalité de la hampe florale principale en eau et 

en éléments nutritifs. (2) les pôles de type-B (Branching connexions, en rouge) de forme large 

généralement composés de deux ou trois pointes de xylème. Il s’agit d’un pôle M qui, lors d’une 

coupe transversale, est regroupé à un second pôle vasculaire alimentant l’inflorescence latérale 

voisine. (3) les pôles de type-L (Cauline Leave, en vert) de forme arrondie composée d’un 

grand nombre de cellules de parenchyme xylémien. Ces pôles se situent entre deux pôles B et 

assurent la connexion entre le système vasculaire de la hampe principale et celui de la feuille 

cauline. 
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Se basant sur cette classification, j’ai affiné le domaine d’expression des promoteurs de ces 

4 gènes en fonction du type de pôles vasculaires et également en fonction du stade de 

développement de la hampe florale (Figure 46). Il est à noter que les domaines d’expression 

présentés ici ont été observés de façon constante au cours des 5 cultures réalisées au cours de 

ma thèse. 

 

 

 

 

 

 

Figure 45 : Représentation schématique des différents types de pôles retrouvés dans un 

entre-nœud de la hampe florale principale  

Les pôles de type-M (Main inflorescence stem, en jaune) ; les pôles de type-B (Branching 

connexions, en rouge) et les pôles de type-L (Cauline Leave, en vert. Les pointillés noirs 

entourent un pôle L (en vert) et deux pôles B (en rouge), correspondant à la position d’une 

inflorescence latérale et de la feuille cauline sous-jacente. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 46 : Représentation schématique des niveaux de la hampe florale pour lesquels la 

localisation des promoteurs des gènes SWEETs a été approfondie 
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1.1. Expression du promoteur SWEET11  

La Figure 47 présente le domaine d’expression de SWEET11 dans les différents pôles 

vasculaires et à différents niveaux de la hampe florale.  

A un stade de développement précoce, une expression du promoteur de SWEET11 est 

observée dans certaines cellules de parenchymes xylémien (Figure 47A et B) et/ou dans 

certaines petites cellules à paroi lignifiée accolées aux vaisseaux de protoxylème et qui 

pourraient correspondre à des fibres en cours de différentiation (Figure 47B et C).  

Dans une section de hampe à mi-hauteur, c’est-à-dire au niveau d’un entre-nœud en cours 

d’élongation où la lignification des parois du xylème s’intensifie, l’expression du promoteur de 

SWEET11 est également observée certaines fibres du xylème et dans certaines cellules de 

parenchyme du xylème (Figure 47D-G). L’expression de ce promoteur est toutefois absente des 

pôles vasculaires de type-L (Figure 47D), elle n’est donc observée que dans les pôles 

vasculaires de types-M connectée à la hampe florale principale et dans les pôles de type-B 

alimentant les inflorescences latérales (Figure 47E, 47F et 47G).  

A la base de la hampe florale, c’est-à-dire au niveau d’un entre-nœud dont la croissance est 

arrêtée, on observe l’expression du promoteur de SWEET11 dans les trois types de pôles 

vasculaires, uniquement dans certaines petites cellules du xylème accolées aux vaisseaux, 

correspondant probablement à des fibres du xylème (Figure 47H-J). Peu de fibres sont colorés 

en bleus mais dans chaque pôle d’une section basale, le promoteur de SWEET11 est exprimé 

dans au moins une fibre.  

Ainsi le domaine d’expression du promoteur de SWEET11 se restreint au cours du 

développement de la hampe florale puisqu’il s’exprime dans les fibres et les cellules de 

parenchyme en haut de la hampe florale puis uniquement dans les fibres dans un entre-nœud 

ayant stoppé son élongation.  
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Figure 47 : Domaine d’expression du promoteur SWEET11 dans la hampe 

Localisation dans une section d’entre-nœud en cours d’élongation (A, B et C) ; dans une section 

d’entre-nœud à mi-hauteur de la hampe floral (D, E, F et G) et dans une section d’entre-nœud 

à la base de la hampe florale (H, I et J). Expression dans un pôle de type-M (D et H), de type-

L (E, F et J) et de type-B (G et I). Les coupes ont été montées dans un mélange de Phloroglucinol 

2% et d’HCl 50% afin de colorer les lignines en rouge. Les flèches indiquent les cellules 

présentant une coloration bleue. xy :xylème ; pb : procambium ; ph : phloème. Echelle : 50µm. 
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1.2. Expression du promoteur SWEET12  

 

La Figure 48 présente la localisation tissulaire du promoteur de SWEET12 dans la hampe 

florale.  

Dans une section de hampe florale prélevé sous le bouton floral, le promoteur de SWEET12 

est exprimé dans les cellules de parenchyme xylémien dans certains pôles cribro-vasculaires 

(Figure 48A et B). 

A mi-hauteur de la hampe florale, dans un entre-nœud en élongation, le promoteur de 

SWEET12 s’exprime exclusivement à la pointe du xylème dans les cellules de parenchyme 

xylémien et principalement dans les pôles vasculaires de type-L (Figure 48C et D).  

Enfin à la base de la hampe florale, l’expression du promoteur de SWEET12 dépend du type 

de pôle vasculaire et du type cellulaire (Figure 48E-G). En effet, il s’exprime principalement 

dans les pôles vasculaires de type-L (Figure 48E et G). Ces pôles vasculaires de formes 

arrondies permettent la connexion entre la hampe florale principale et les feuilles caulines et 

sont composés de nombreuses cellules de parenchyme xylémien. Dans ce type de pôle, le 

promoteur de SWEE12 est exprimé dans la totalité des cellules de parenchyme xylémien et dans 

les cellules phloémiennes (Figure 48G). Dans les pôles de type-B connectés au système 

vasculaire des inflorescences latérales, le promoteur de SWEET12 s’exprime dans le phloème 

et dans quelques cellules de petites tailles proches des vaisseaux de xylème qui pourraient être 

des fibres (Figure 48F). Enfin, dans un pôle de type-M, le promoteur de SWEET12 est exprimé 

uniquement dans les cellules phloémienne (Figure 48E).  

Ainsi, contrairement au promoteur de SWEET11, le domaine d’expression du promoteur de 

SWEET12 s’accroit au cours du développement de la hampe florale. De plus, il a la particularité 

d’être exprimé dans toutes les cellules de parenchyme du xylème dans un pôle vasculaire de 

type-L. 
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Figure 48 : Domaine d’expression du promoteur SWEET12 dans la hampe 

Localisation dans une section d’entre-nœud en cours d’élongation (A et B), dans une section 

d’entre-noeud à mi-hauteur de la hampe florale (C et D) et dans une section d’entre-nœud à la 

base de la hampe florale (E, F et G). Expression dans un pôle de type-B (E et D), de type-L (C, 

D, E et G) et de type-M (C et E). Les coupes ont été montées dans un mélange de Phloroglucinol 

2% et d’HCl 50% afin de colorer les lignines en rouge. Les flèches indiquent les cellules 

présentant une coloration bleue. xy : xylème ; pb : procambium. ph : phloème ; fi : fibre 

interfasciculaire. Echelle : 50µm. 
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1.3. Expression du promoteur SWEET16 

La Figure 49 représente le domaine d’expression du promoteur de SWEET16 dans la hampe 

florale.  

Dans une section réalisée dans un entre-nœud en cours d’élongation lorsque les fibres 

interfasculaires comment leur lignification, l’expression du promoteur de SWEET16 est 

observée dans les deux premières assises de fibres interfasciculaires ainsi que dans les jeunes 

cellules du xylème, dans le procambium et dans le phloème (Figure 49A). 

A un stade de développement plus tardif, c’est-à-dire lorsque les fibres interfasciculaires 

sont lignifiées, l’expression du promoteur de SWEET16 est observée dans le phloème, le 

procambium et les jeunes cellules de xylème mais semble être absent des cellules de 

parenchymes xylémien présents à la pointe du pôle (Figure 49B). De plus, on remarque une 

localisation dans les deux premières assises de fibres interfasciculaires reliant les pôles 

vasculaires entre eux (Figure 49B). Au cours de la lignification, le domaine d’expression du 

promoteur de SWEET16 se restreint et une expression est observée dans le phloème, à la pointe 

du xylème et éventuellement dans le procambium quel que soit le type de pôle vasculaire 

(Figure 49C).  

Enfin, à la base de la hampe florale, l’expression du promoteur SWEET16 est observée dans 

le phloème, dans le xylème et dans les cellules à la jonction avec le procambium, quel que soit 

le type de pôle vasculaire (Figure 49D-F). En effet, on le retrouve dans les cellules 

phloèmiennes et à la pointe du xylème, correspondant dans les deux cas probablement aux 

cellules de parenchymes. Dans un pôle de type-B, la majeure partie des cellules de parenchymes 

du xylème est colorée en bleue (Figure 49D) alors que dans un pôle de type-L, uniquement 

quelques cellules de parenchymes le sont (Figure 49E). L’expression du promoteur de 

SWEET16 est également retrouvée des petites cellules rectangulaires à la jonction entre le 

phloème et le xylème, correspondant aux cellules du procambium et aux cellules précurseurs 

de xylème (Figure 49F).  

Tout comme l’expression du promoteur de SWEET11 et SWEET12, l’expression du 

promoteur de SWEET16 varie en fonction du stade de développement de la hampe florale mais 

ne dépend pas du type de pôle vasculaire.  
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Figure 49 : Domaine d’expression du promoteur SWEET16 dans la hampe  

Localisation dans une section d’entre-nœud sous le bouton floral (A), dans une 

section d’entre-nœud en élongation (B), dans une section d’entre-nœud à mi-

hauteur de la hampe florale (C) et dans une section d’entre-nœud à la base de la 

hampe florale (D, E et F). Expression dans un pôle de type-M (C), de type-B 

(B, C et D) et de type-L (B, C et E). Grossissement de la photographie E en 

zoomant sur le procambium (F). Les coupes ont été montées dans un mélange 

de Phloroglucinol 2% et d’HCl 50% afin de colorer les lignines en rouge. Les 

flèches indiquent les cellules présentant une coloration bleue. xy : xylème ; ph : 

phloème ; pb : procambium. fi : fibre interfasciculaire. Echelle : 50µm. 
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1.4. Expression du promoteur SWEET17 

 

Sur une section d’entre-nœud en cours d’élongation, l’expression du promoteur de 

SWEET17 est observée dans tous les pôles vasculaires (Figure 50A) mais uniquement dans les 

cellules de parenchyme de xylème (Figure 50B). 

A un stade de développement plus tardif, son expression est également retrouvée à la pointe 

du xylème quel que soit le type de pôle vasculaire (Figure 50C). En complément, une expression 

du promoteur de SWEET17 est également observée dans les vaisseaux en cours de maturation 

(Figure 50D).  

A la base de la hampe florale, l’expression du promoteur de SWEET17 est observée 

uniquement dans le xylème quel que soit le type de pôles vasculaires (Figure 50E). En effet, il 

est retrouvé à la pointe du xylème dans certaines cellules de parenchymes et dans certains 

vaisseaux en cours de maturation à la jonction avec le procambium (Figure 50E et F). A la 

pointe du xylème, son expression est observée quasiment uniquement les cellules de 

parenchyme accolées aux vaisseaux de xylème (Figure 50G).  

 On peut donc en conclure que l’expression du promoteur de SWEET17, tout comme 

celle de SWEET11, est spécifique du xylème. Son expression ne dépend pas du type de pôles 

cribro-vasculaires et varie peu en fonction du stade de développement.  
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Figure 50 : Domaine d’expression du promoteur SWEET17 dans la hampe 

Localisation dans une section d’entre-nœud à mi-hauteur de la hampe (A et B), dans une section 

d’entre-nœud à mi-hauteur de la hampe florale (C et D) et dans une section d’entre-nœud à la 

base de la hampe florale (E, F et G). Expression dans un pôle de type-M (B, C et E), de type-B 

(B, C, D, E et F) et de type-L (C et E). Grossissement de la pointe du xylème (G). Les coupes 

ont été montées dans un mélange de Phloroglucinol 2% et d’HCl 50% afin de colorer les 

lignines en rouge. Les flèches indiquent les cellules présentant une coloration bleue. xy : 

xylème ; ph : phloème ; pb : procambium. cp : cellule de parenchyme ; v : vaisseau ; f : fibre. 

Echelle : 50µm. 
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1.5. Synthèse sur le domaine d’expression des promoteurs des SWEETs en fonction du 

stade de développement de la hampe florale 

 

Comme décrit précédemment, la localisation des promoteurs des gènes SWEET11, 

SWEET12, SWEET16 et SWEET17 varie en fonction du stade développement de la hampe 

florale, du type de pôles cribro-vasculaires et du type cellulaire. Afin de synthétiser au mieux 

leurs localisations, j’ai replacé les domaines d’expression des promoteurs des quatre gènes à 

chaque stade de développement (Figure 51). De plus j’ai représenté le nombre de cellules dans 

lequel s’exprime les promoteurs des gènes SWEETs sous la forme d’un trait plus ou moins 

épais. Ainsi, un trait fin correspond à un nombre de cellules constant au cours du développement 

de la hampe florale (SWEET11 et SWEET17) alors qu’un trait plus ou moins épaissi correspond 

à un nombre variable de cellules dans lequel s’exprime les promoteurs (SWEET12 et SWEET16) 

(Figure 51). 

 Dans un entre-nœud en cours d’élongation, on retrouve les promoteurs de SWEET11, 

SWEET12 et SWEET17 à la pointe des pôles de xylème, dans les cellules de parenchyme 

xylémien (Figure 51). SWEET12 est uniquement exprimé dans les pôles vasculaires de forme 

ronde, correspondant aux pôles de type-L connectés au système vasculaire des pétioles des 

feuilles caulines. SWEET11 est le seul exprimé dans les fibres de xylème. SWEET16 est quant 

à lui exprimé dans les deux premières assises des fibres interfasculaires, et dans le procambium. 

Enfin, SWEET17 est le seul exprimé dans les vaisseaux accolés aux cellules de procambium, 

les vaisseaux en cours de développement. Dans un entre-nœud séparant deux inflorescences 

latérales, on retrouve de nouveau les promoteurs des quatre gènes SWEETs dans les cellules à 

la pointe des pôles de xylème correspondant aux cellules de parenchyme xylémien avec une 

localisaiton du promoteur de SWEET12 majoritairement exprimé dans les pôles de type-L. Dans 

les vaisseaux en cours de maturation, on retrouve l’expression de SWEE16 et SWEET17. Dans 

les fibres du xylème, seul SWEET11 est exprimé et dans le phloème et le procambium, seul 

SWEET16 est exprimé. A un stade de développement mature à la base de la hampe florale, 

SWEET11 est exprimé exclusivement dans les fibres de xylème. A la pointe du xylème, on 

retrouve l’expression de SWEET12, SWEET16 et SWEET17. De la même manière, SWEET12 

et SWEET16 sont tous deux localisés dans le phloème. SWEET16 et SWEET17 sont tous deux 

localisés dans les vaisseaux en cours de maturation. De nouveau, on retrouve l’expression de 

SWEET16 dans les cellules de procambium ou dans les cellules précurseurs de xylème et de 

phloème. 
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Figure 51 : Synthèse des domaines d’expression des promoteurs des SWEETs 

Représentation schématique d’une plante d’Arabidopsis thaliana présentant l’emplacement des 

sections d’entre-nœud analysées (1, 2 et 3). L’expression des promoteurs de ces gènes a été 

analysé dans un entre-nœud qui s’allonge avec production de cellules de métaxylème et de 

fibres interfasciculaires (1), dans un entre-nœud entre deux inflorescences latérales où les 

cellules sont en cours de développement et où les parois secondaires commencent à se renforcer 

(2) et dans le premier entre-nœud à la base de la hampe florale représentant une zone dont 

l’élongation est terminée et les parois secondaires des vaisseaux et des fibres de xylème 

subissent un fort épaississement (3). Un rond de couleur a été placé dans la cellule pour laquelle 

une expression du promoteur de SWEET11 (en bleu), SWEET12 (en rose), SWEET16 (en vert) 

et/ou SWEET17 (en jaune) a été observée. Le panneau du bas présente les détails de la 

localisation cellulaire dans le xylème de chaque promoteur et l’évolution du nombre de cellules 

dans lesquelles ils s’expriment.  
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2. Rôle des échanges de sucres sur la croissance et le développement des tissus vasculaires 

de la hampe florale 

 

2.1. Impact sur la croissance radiale de la hampe florale 

 

Afin d’évaluer l’impact de la mutation des gènes SWEET sur la croissance radiale de la 

hampe florale, des mesures de la surface de la hampe florale ont été réalisées sur les sections 

réalisées dans le premier entre-nœud (Figure 52A). On remarque que tous les génotypes ont 

une surface de hampe plus petite que celle du type sauvage. Parmi les lignées mutantes, on 

distingue deux groupes avec (1) les simples mutants et le double mutant swt16swt17 qui ont 

une surface de hampe florale réduite de 25% et (2) le double mutant swt11swt12, les triples 

mutants et le quadruple mutant qui ont une surface de hampe florale réduite d’environ 50%. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 52 : Variations de la surface de la 

section basale de la hampe florale 

Représentation graphique sous forme de boite à 

moustaches. Test statistique par analyse de la 

variance à un facteur (ANOVA) et post-test de 

Tukey. Les génotypes portant des lettres 

différentes sont significativement différents (P < 

0.05, n ≥ 3). 
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2.2. Impact sur le nombre de cellules dans un pôle de xylème 

Le xylème est composé de trois types cellulaires : les fibres, les vaisseaux et les 

parenchymes xylémiens. Dans cette partie, le nombre total de cellules (fibres et vaisseaux) ou 

le nombre de fibres ou de vaisseaux a été comptabilisé (Figure 53A) Une cellule a été considérée 

comme une fibre si sa surface était comprise entre 5 et 150 µm² et comme un vaisseau si sa 

surface avait plus de 150 µm² (Figure 53). Les mesures ont été réalisées sur l’ensemble des 

pôles quel que soit leur type.  

Chez le type sauvage, un pôle de xylème contient en moyenne 160 cellules dont environ 

130 fibres et 30 vaisseaux. Chez toutes les lignées mutées dans l’expression des SWEETs, on 

remarque que le nombre total de cellules contenues dans un pôle de xylème est 

significativement plus faible comparé au type sauvage, à l’exception du simple mutant swt17 

(Figure 53B). Les simples mutants swt11, swt12 et swt16 ont quant à eux moins de cellules 

conductrices dans un pôle de xylème qu’une plante sauvage. De la même manière, les doubles, 

triples mutants et le quadruple mutant ont moins de cellules au total dans un pôle de xylème 

(Figure 53B). Si on analyse plus précisément le type cellulaire impacté, on remarque que chez 

le simple mutant sweet11, un pôle de xylème contient significativement moins de fibres que le 

type sauvage alors que le nombre de vaisseaux est identique entre les deux génotypes (Figure 

53C et D). Les autres simples mutants ne présentent aucune différence significative concernant 

le nombre de fibres ou de vaisseaux par rapport au type sauvage (Figure 53C et D). Chez le 

double mutant swt11swt12 le nombre de fibres et de vaisseaux est significativement plus faibles 

que chez le type sauvage alors que chez le double mutant swt16swt17 c’est uniquement le 

nombre de vaisseaux qui est impacté (Figure 53C et D). Enfin, le triple mutant swt11swt12swt17 

est affecté uniquement dans le nombre de vaisseaux alors que le mutant swt11swt12swt16 et le 

quadruple mutant contiennent significativement moins de de fibres et moins de vaisseaux 

(Figure 53C et D). Le ratio du nombre de vaisseaux sur le nombre de fibres a également été 

calculé afin d’estimer les proportions de chaque type cellulaire dans un pôle de xylème (Figure 

53E). De façon intéressante, seuls le simple mutant swt17 et le double mutant swt16swt17 ont 

un ratio significativement plus petit que le WT.  
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Figure 53 : Nombre de cellules conductrices dans un pôle de xylème 

Photographie d’un pôle de xylème, échelle 50 µm (A), nombre total de cellules dans 

un pôle de xylème (B), nombre de fibres dont la taille est comprise entre 5 et 

150µm² dans un pôle de xylème (C), nombre de vaisseaux dont la taille est comprise 

entre 150 et 850µm² dans un pôle de xylème (D) et ratio du nombre de vaisseaux 

sur le nombre de fibres dans un pôle de xylème moyen (E). Représentation 

graphique sous forme de boite à moustaches. Test statistique par analyse de la 

variance à un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des 

lettres différentes sont significativement différents (P < 0.05, n ≥ 50 pôles 

vasculaires provenant de 5 plantes exceptés swt12 et swt11swt12swt17 n=2 plantes) 
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2.3 Impact sur la croissance et le développement des fibres et des vaisseaux de xylème 

La surface occupée par les fibres et les vaisseaux de xylème a également été mesurée pour 

un pôle de xylème moyen (indépendamment du type de pôle) (Figure 54). Chez le type sauvage, 

on observe que les fibres et les vaisseaux occupent environ la même surface au sein d’un pôle 

ce qui conduit à une valeur du ratio proche de 1 (Figure 54A et D). Chez les simples mutants 

swt16 et swt17 et chez le double swt16swt17, aucune différence significative concernant la 

surface occupée par les fibres et les vaisseaux n’a été mesurée (Figure 54A, B et C). Etant donné 

que moins de cellules de xylème ont été observées chez ces génotypes, cela suggère que les 

fibres et les vaisseaux sont plus grands. Chez les simples mutants swt11 et swt12 ainsi que chez 

les triples mutant et le quadruple mutant, la surface totale occupée par les fibres et les vaisseaux 

est significativement plus faible que chez le type sauvage (Figure 54A). Si on analyse le type 

cellulaire impacté, on remarque que les deux types cellulaires sont affectées par ces mutations 

chez le double mutant swt11swt12 et le triple mutant swt11swt12swt16 et le quadruple mutant 

(Figure 54B et C). Le calcul du ratio de la surface occupée par les fibres par rapport à la surface 

occupée par les vaisseaux est par contre identique quel que soit le génotype analysé (Figure 

54D) ce qui suggère que malgré les différences significatives observées, ces modifications 

restent proportionnelles à l’échelle du pôle.  

On a précédemment montré que des variations dans la surface occupée par les cellules 

conductrices et leur nombre dans un pôle de xylème chez certains génotypes. Pour compléter 

cette analyse j’ai donc également calculé la taille moyenne d’une fibre et d’un vaisseau (Figure 

55). On remarque que la taille moyenne d’une fibre est plus petite uniquement chez le triple 

swt11swt12swt16 alors qu’aucune variation significative n’est observée pour les autres 

génotypes ainsi que pour la taille moyenne d’un vaisseau (Figure 54A et B). Enfin, la surface 

moyenne du plus gros vaisseau est significativement plus petite chez le simple mutant swt11 et 

le quadruple mutant par rapport au type sauvage (Figure 54C). 
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Figure 54 : Surface occupée par les fibres et les vaisseaux dans un pôle de xylème 

Surface occupée par les cellules conductrices (fibres et vaisseaux) dans un pôle de xylème 

moyen (A), Surface occupée par les fibres dans un pôle de xylème moyen (B), Surface 

occupée par les fibres dans un pôle de xylème moyen (C) et Ratio de la surface occupée par 

les fibres sur la surface occupée par les vaisseaux dans un pôle de xylème moyen (D). 

Représentation graphique sous forme de boite à moustaches. Test statistique par analyse de 

la variance à un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres 

différentes sont significativement différents (P < 0.05, n ≥ 50 pôles vasculaires provenant 

de 5 plantes exceptés swt12 et swt11swt12swt17 n=2 plantes) 

 (P < 0.05, n ≥ 21 pôles vasculaires, provenant de X plantes) 
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Figure 55 : Surface moyenne d’une fibre et d’un vaisseau de xylème 

Représentation sous forme de boîtes à moustaches. Test statistique par analyse de la variance à 

un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey. Les génotypes portant des lettres différentes sont 

significativement différents (P < 0.05, n ≥ 50 pôles vasculaires provenant de 5 plantes exceptés 

swt12 et swt11swt12swt17 n=2 plantes) 
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Enfin, afin d’évaluer si la réduction de la surface du xylème est proportionnelle à celle 

de la surface de la hampe, le ratio a été calculé pour chaque génotype (Figure 12). Ainsi, chez 

le type sauvage, le xylème occupe environ 6% de la surface totale de la hampe florale. Ce 

pourcentage est identique pour tous les génotypes à l’exception du simple lutant swt11 et du 

double mutant swt16swt17. Ces résultats suggèrent donc que les différences observées chez le 

double mutant swt11swt12 et le quadruple mutant serait plutôt dues à problème de croissance 

générale de la plante alors que chez le double mutant swt16swt17, un problème de 

développement du système vasculaire pourrait être envisagé.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 56: Ratio surface occupée par les cellules conductrices / Surface de la hampe 

Représentation graphique sous forme de boite à moustaches. Test statistique de type t test de 

Student (P < 0.05, n ≥ 50 pôles vasculaires provenant de 5 plantes exceptés swt12 et 

swt11swt12swt17 n=2 plantes)  

 

3. Rôle des échanges de sucres sur la composition pariétale des cellules de xylème 

 

Les travaux précédemment réalisés dans l’équipe ont permis de mettre en évidence 

l’implication des gènes SWEET11 et SWEET12 dans la composition pariétale des cellules du 

xylème de la hampe florale d’Arabidopsis thaliana (Le Hir et al., 2015). En effet, il a été suggéré 

que la présence de ces gènes localisées dans les cellules de parenchymes était nécessaire pour 

une composition correcte de la paroi secondaire (Le Hir et al., 2015). Cependant la technique 

utilisée ne permettait pas d’avoir accès à la composition de la paroi des cellules du phloème et 
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à la composition de la paroi des cellules du xylème à l’échelle cellulaire. Ainsi, afin 

d’approfondir le rôle de ces gènes SWEET11 et SWEET12 dans la composition pariétale des 

cellules du système vasculaire, une analyse plus détaillée de la paroi des cellules de la hampe 

florale a été réalisée grâce à la lumière du synchrotron SOLEIL à Saclay en Spectroscopie Infra-

Rouge à Transformée de Fourier et en spectroscopie Raman. Ces travaux ont fait l’objet d’une 

publication scientifique dans le journal Journal of Experimental Botany en Février 2019 dans 

laquelle j’ai été associée en tant que co-auteur (Dinant et al., 2019). De plus, j’ai réalisé des 

analyses de complémentation fonctionnelle chez la levure en collaboration avec Rémi Lemoine 

et Benoit Porcheron à l’Université de Poitiers afin d’estimer si les transporteurs 

plasmalemmiques SWEET11 et SWEET12 sont capables de transporter des sucres précurseurs 

de polysaccharides de parois de formes plus complexes que le saccharose, le glucose et le 

fructose (Chen et al., 2012 ; Le Hir et al., 2015). Enfin, l’analyse de la paroi secondaire des 

cellules de xylème des lignées mutées dans l’expression des gènes SWEET16 et/ou SWEET17 

a été réalisée en Spectroscopie Infra-Rouge à Transformée de Fourier afin d’évaluer le rôle de 

ces gènes codant des transporteurs tonoplastiques dans la formation de la paroi secondaire des 

cellules conductrices du xylème. Enfin compte tenu du domaine d’expression des promoteurs 

des gènes SWEET16 et SWEET17, une quantification de l’expression des gènes impliqués dans 

le développement des cellules du xylème a été réalisée chez les simples mutants swt16 et swt17 

et le double mutant swt16swt17. 

3.1. Contribution des gènes SWEET11 et SWEET12 dans la composition pariétale des fibres 

et des vaisseaux de xylème 

 

3.1.1. Publication associée 

 

3.1.1.1. Résumé de l’article 

Les parois cellulaires sont des structures très complexes qui se modifient au cours de la 

croissance et le développement des plantes. En effet, le développement des cellules vasculaires 

du phloème et du xylème, les tissus responsables du transport d’éléments nutritifs, de l’eau et 

du support structural de la plante, est influencé par la composition pariétale des cellules. Dans 

le cadre de ces travaux, une analyse de la composition pariétale des cellules de phloème et de 

xylème de la hampe florale a été réalisée en spectroscopie Infra-Rouge à Transformée de 

Fourier couplée aux radiations synchrotron (SR-FTIR) et en spectroscopie Raman. Ainsi, les 

parois des cellules de phloème et celles des cellules de xylème des lignées sauvage et du double 



III. RESULTATS ET DISCUSSION – CHAPITRE 2 

 

130 
 

mutant swt11-1-swt12-1, impacté dans le transport facilité des sucres dans le système vasculaire 

de la hampe florale, ont été analysées.  

L’analyse spectrale des données SR-FTIR a permis de confirmer les modifications de 

parois des cellules de xylème observées précédemment chez le double mutant swt1-1-swt12-1 

(Le Hir et al., 2015). De plus, ces analyses ont mis en évidence que les parois des cellules de 

phloème du double mutant swt1-1-swt12-1 sont caractérisées par une modification de la 

composition en hémicellulose. Une analyse des spectres obtenus en spectroscopie Raman 

couplée à une analyse statistique de type CART (Classification and Regression Tree) a permis 

de distinguer les parois des fibres des parois des vaisseaux de xylème. De plus, la mutation des 

gènes SWEET11 et SWEET12 entrainent des modifications de la composition des parois 

dépendantes du type cellulaire, avec une perturbation de la composition en hémicelluloses et en 

cellulose à l’interface être deux vaisseaux. Ces résultats suggèrent que le transport facilité de 

sucres médié par les transporteurs de type SWEET entre les cellules de parenchymes et les 

cellules conductrices de xylème est important pour assurer une composition correcte de paroi 

des cellules de xylème. L’article scientifique est présenté à la fin de ce chapitre. 

 

3.1.1.2. Contribution personnelle 

Les analyses de la composition pariétale des cellules de phloème et de xylème ont été 

réalisées au Synchrotron SOLEIL à Saclay avant mon arrivée dans l’équipe. En effet, Fédérica 

De Marco, Françoise Vilaine, Nelly Wolff, Sylvie Dinant, et Rozenn Le Hir ont réalisé 

l’acquisition des données spectrales et Rozenn Le Hir a réalisée l’analyse des données et la 

rédaction de l’article. J’ai contribué à l’élaboration de l’article en réalisant une synthèse 

bibliographique des nombres d’ondes FTIR connus dans la littérature. J’ai réalisé dans le cadre 

de mes travaux de thèse des analyses de composition pariétale en spectroscopie FTIR sur les 

lignées sauvage, swt11, swt12, swt16, swt17, swt11swt12, et swt11swt12swt16 et l’analyse de 

ces données spectrales a permis de confirmer les résultats précédemment obtenus. L’article est 

disponible à la fin de ce chapitre. 

 

3.1.2. Test Complémentation fonctionnelle chez la levure 

Chez Arabidopsis thaliana, les transporteurs SWEETs ont majoritairement été décrits 

comme étant des protéines permettant le transport facilité de sucres de type saccharose, glucose, 

ou fructose, mannose et/ou galactose (Chen et al. 2010 ; Klemens et al., 2013 ; Chardon et al., 
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2013 ; Le Hir et al., 2015). Cependant, certaines études ont étendu la capacité de transport de 

certains SWEETs au transport de molécules plus complexes telles que des phytohormones 

comme des gibbérellines (SWEET13 et SWEET14, Kanno et al., 2016). Afin de déterminer si 

les transporteurs plasmalemmiques SWEET11 et SWEET12 ont la capacité de transporter 

d’autres sucres que le saccharose, le glucose et le fructose, j’ai réalisé une expérience de 

complémentation des souches de levures mutées dans le transport des sucres à l’Université de 

Poitiers en collaboration avec Bénoît Porcheron et Rémi Lemoine (DR, CNRS, Université de 

Poitiers). Nous avons testé des sucres impliqués dans la biosynthèse de polysaccharides de paroi 

tels que le mannose, le galactose, le xylose, l’arabinose. En effet, le mannose et le galactose 

sont tous deux des précurseurs de galactinol utilisé dans la synthèse de raffinose et seraient tous 

deux transportés par SWEET1 (Chen et al., 2010). De plus, certains transporteurs d’hexoses 

appartenant à la famille HXT sont également capable de transporter du xylose, un autre sucre 

précurseur des polysaccharides de parois (Cheng et al., 2015, Hamacher et al., 2002).  

 

La souche EBY. VW 4000 portant soit le vecteur vide soit le vecteur contenant la séquence 

codant pour le transporteur SWEET11 ou SWEET12 a été mis en croissance sur des milieux 

contenant du glucose, du mannose, du galactose, du xylose ou de l’arabinose et les 

photographies ont été prises après 144 heures de croissance (Figure 57). L’important est de 

noter la différence de croissance entre le vecteur vide et le vecteur contenant la séquence du 

gène SWEET11 ou SWEET12. On remarque une bonne croissance des souches sur le maltose, 

le sucre témoin qui permet de valider l’expérience. De plus on observe une croissance de la 

souche exprimant SWEET11 et SWEET12 sur le glucose alors que qu’aucune croissance n’est 

observée avec le vecteur vide (Figure 57). Ce résultat confirme donc ce qui a été précédemment 

publié (Le Hir et al., 2015). En revanche, aucune complémentation n’est observée pour le 

transport du galactose, mannose, arabinose et xylose. Les résultats ci-dessus montrent donc que 

les transporteurs SWEET11 et SWEET12 ne transportent pas les sucres précurseurs de 

composés pariétaux testés et semblent spécifique du transport du glucose, du fructose et du 

saccharose.  
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Figure 57: Test de complémentation fonctionnelle avec la souche de levure EBY.WV 4000 

mutée dans le transport des hexoses exprimant les transporteurs SWEET11 ou SWEET12 

Six sucres ont été testés : le maltose (contrôle de croissance), le glucose, le galactose, le 

mannose, l’arabinose et le xylose Les photographies présentées ci-dessous correspondent à la 

concentration 105 et ont été prises après 144 heures de croissance. 

 

3.2. Contribution des gènes SWEET16 et SWEET17 dans la composition pariétale des 

fibres et des vaisseaux de xylème 

Dans les paragraphes précédents de ce chapitre, nous avons montré que les lignées mutées 

dans l’expression des gènes SWEET16 et/ou SWEET17 présentent une réduction de la taille du 

système vasculaire par rapport à la surface de la section de la hampe florale ainsi qu’un 

phénotype marqué des fibres et des vaisseaux de xylème. Ces gènes codant pour des 

transporteurs tonoplastiques semblent donc important dans le développement et la croissance 

des cellules conductrices de xylème. Compte tenu de ces résultats, une analyse de la 

composition pariétale des lignées mutées dans l’expression de ces gènes a été réalisée en 

spectroscopie FTIR (Infra-Rouge à Transformée de Fourier). De plus, une analyse d’expression 

de gène codant pour des facteurs de transcription impliqués dans le développement des 

vaisseaux et des fibres a également été réalisée. 
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3.2.1. Analyse de la composition pariétale 

 

3.2.1.1. Analyse de la composition pariétale des lignées mutées dans l’expression 

des gènes SWEET16 et/ou SWEET17 

La composition pariétale des cellules du xylème des lignées de type sauvage, des lignées 

simplement et doublement mutées dans l’expression des gènes SWEET16 et/ou SWEET17 a été 

analysée par spectroscopie FTIR lors de mon stage Master 2. Un test t de Student a été réalisé 

entre les mutants et le génotype de référence afin d’évaluer les nombres d’ondes pour lesquelles 

on observe une différence significative entre les plantes sauvages et les lignées mutées. Cette 

analyse statistique permet de comparer deux à deux les différences d’absorbances observées 

entre les génotypes. Ainsi une valeur de t > 2 ou une valeur de t < -2 correspond à une différence 

significative entre deux génotypes (Mouille et al., 2003). La Figure 14 présente les spectres 

moyens d’absorbances compris entre 830 cm-1 et 1800 cm-1 pour chaque génotype (Figure 58A) 

et valeurs de t du test de Student pour chaque nombre d’onde entre les données du WT et celles 

des mutants (Figure 58B). L’analyse des spectres moyens permet d’observer des différences en 

terme d’intensité des absorbances entre le type sauvage et les différents mutants notamment 

pour les nombres d’ondes suivants : 898 cm-1, 1041 cm-1, 1049 cm-1, 1060 cm-1, 1510 cm-1 1595 

cm-1, 1730 cm-1, 1740 cm-1 et 1743 cm-1 (Figure 58A).  

Afin d’évaluer si les différences d’absorbances observées entre les génotypes sont 

significatives, j’ai réalisé un test t de Student permettant de comparer les valeurs d’absorbances 

entre deux génotypes. Les valeurs de t obtenues après la comparaison du WT et swt16 (en vert), 

WT et swt17 (en jaune), WT et swt16swt17 (en rouge) sont présentées dans la Figure 58B. Les 

valeurs de t supérieures à 2 correspondent à une absorbance réduite par rapport au génotype de 

référence (le WT choisi pour cette analyse) et les valeurs de t inférieures à -2 correspondent à 

une absorbance augmentée par rapport au WT (Figure 58B).  
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Figure 58 : Analyse de la composition pariétale des lignées WT, swt16, swt17, swt16wt17 

Spectre moyen d’absorbance des quatre génotypes en fonction du nombre d’onde (cm-1) (A) et 

Représentation graphique des valeurs de t de Student obtenues lors de la comparaison des 

absorbances des lignées mutantes avec le WT à chaque nombre d’onde (B). Les valeurs de t 

(axe des ordonnées) ont été reportées pour chaque nombre d’onde (axe de abscisses). Les 

valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence significative entre la lignée mutée et le WT. 

Les mesures ont été effectuées sur n = 8 plantes par génotype et sur tous les pôles vasculaires 

des plantes (n ≥ 8 pôles vasculaires par plante) (D’après mon rapport de stage de Master 2). 

 

 

B 

A 
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➢ Polysaccharides de parois 

Les mutants swt16, swt17 et swt16swt17 ont des absorbances significativement 

différentes du WT aux nombres d’ondes 898cm-1, 1041 cm-1, 1049 cm-1 et 1060 cm-1. Ces 

nombres d’ondes ont été décrites comme étant caractéristiques des liaisons anomériques de 

polymère de β-glucanes (898 cm-1) retrouvées dans la cellulose (Kacurakova et al., 2002) ou 

dans les hémicelluloses (Gorzsas et al., 2011) ou des xyloglucanes (1041 cm-1, 1049 cm-1 et 

1060 cm-1) (McCann et al. 1992). De plus, l’analyse des spectres moyens (Figure 58A) et les 

valeurs de t (Figure 58B) montrent que ces composés sont accumulés chez le simple mutant 

swt16 tandis qu’ils sont réduits chez swt17 et swt16swt17. Pour les trois lignées mutantes, les 

valeurs de t sont également supérieures à 2 ou inférieures à -2 aux nombres d’ondes 

caractéristiques des groupements COOH des pectines acides (1639 cm-1 et 1677 cm-1). Ainsi, 

les parois du simple mutant swt16 contiendraient moins de pectines acides que le sauvage, 

tandis que les parois du xylème des lignées swt17 et swt16swt17 en contiendraient plus que les 

parois du xylème du type sauvage. De plus, les trois mutants comparés au WT présentent des 

valeurs de t inférieures à -2 aux nombres d’ondes suivants : 1730 cm-1, 1740 cm-1, 1743 cm-1 

(Figure 58B). Ces nombres d’ondes sont caractéristiques des groupements acétyl (1730 cm-1), 

des groupements carboxyl estérifiés (1740 cm-1) ou des groupements carbonyl (1743 cm-1) 

associés aux hémicelluloses (Kacurakova et al., 2002, Moheby et al., 2010). Enfin, uniquement 

chez le double mutant swt16swt17 des différences significatives sont observées aux nombres 

d’ondes suivants : 1230 cm-1, 1240 cm-1 et 1245 cm-1 caractéristiques de liaisons C-O et C=O 

présentes dans les pectines de type rhamnogalacturonane I et rhamnogalacturonane II ou 

pouvant correspondre aux fractions O-acetyl des polymères pariétaux (Kačuráková et al., 2002 

; Mohebby, 2010). 

➢ Lignines 

Le simple mutant swt16 comparé au WT a une valeur de t supérieure à 2 aux nombres 

d’ondes 1320 cm-1 et 1329 cm-1 tandis que les deux autres mutants ont des valeurs comprises 

entre -2 et 2 (Figure 58B). Ces nombres d’ondes sont caractéristiques des liaisons C-O et du 

groupement syringyl contenues dans les lignines de type-S (Faix et al., 1991). De plus, les 

mutants swt17 et swt16swt17 présentent des différences significatives avec le génotype sauvage 

aux nombres d’ondes 1207 cm-1, 1508 cm-1, 1510 cm-1 et 1595 cm-1. Ces nombres d’ondes sont 

associés préférentiellement aux lignines, notamment des lignines de type G (Faix et al., 1991). 

Ainsi, les parois des cellules du xylème de ces lignées présenteraient en plus d’une modification 

dans la composition des polysaccharides de parois, une modification des contenus en lignine.  
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3.2.1.2. Analyse de la composition pariétale des lignées mutées dans l’expression 

des gènes SWEET11, SWEET12 et SWEET16 

Afin d’analyser plus finement l’implication du gène SWEET16 dans la composition 

pariétale des vaisseaux et des fibres du xylème, une analyse FTIR a également été réalisée pour 

comparer les lignées sauvage, swt11swt12, et swt11swt12swt16 lors de mon stage de Master 2. 

J’ai repris et approfondi l’analyse de ces résultats au cours de ma thèse (Figure 59).  

On constate que les courbe de valeurs de t des deux génotypes (comparé au WT) en fonction 

du nombre d’onde ont des profils sensiblement similaires. En effet, on remarque que les valeurs 

de t des comparaisons des deux génotypes sont supérieures à 2 pour les nombres d’ondes 

précédemment décrits 1041 cm-1, 1049 cm-1 et 1060cm-1 correspondant aux groupements CO, 

CC ou OCH des celluloses (Kacurakova et al., 2002). A l’inverse, les valeurs de t des 

comparaisons des mutants avec le WT sont inférieures à -2 aux nombres d’ondes 

caractéristiques des lignines (1207 cm-1, 1508 cm-1, 1510 cm-1 et 1595 cm-1), des pectines (1230 

cm-1, 1240 cm-1 et 1245 cm-1) et des hémicelluloses (1730 cm-1, 1740 cm-1, 1743 cm-1) 

indiquant une diminution de ces composés dans la paroi des vaisseaux et des fibres du xylème 

du double et du triple mutant comparé au WT. Ainsi les modifications de la composition de la 

paroi du triple mutant sont très similaires à celles observées chez le double mutant swt11swt12.  

 

3.2.1.3 Analyse de la composition pariétale des lignées mutées dans 

l’expression des gènes SWEET11, SWEET12 et SWEET17 

 

Afin d’évaluer la contribution du gène SWEET17 dans la composition pariétale des 

cellules de xylème, une analyse des lignées WT, swt17, swt11swt12swt17 et du quadruple 

mutant a été réalisée en spectroscopie FTIR durant ma thèse. L’analyse du simple mutant swt17 

a été utilisé comme contrôle afin de vérifier les résultats obtenus lors de mon stage de Master 

2. 
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Figure 59 : Analyse de la composition de la paroi de swt11swt12 et swt11sw12swt16  

Spectre moyen d’absorbance des quatre génotypes en fonction du nombre d’onde (cm-1) (A) et 

Représentation graphique des valeurs de t de Student obtenues lors de la comparaison des 

absorbances des lignées mutantes avec le WT à chaque nombre d’onde (B). Les valeurs de t 

(axe des ordonnées) ont été reportées pour chaque nombre d’onde (axe de abscisses). Les 

valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence significative entre la lignée mutée et le WT. 

Les mesures ont été effectuées sur n = 8 plantes par génotype et sur tous les pôles vasculaires 

des plantes (n ≥ 8 pôles vasculaires par plante) (D’après mon rapport de stage de Master 2). 
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On remarque sur la Figure 60A des différences d’absorbance entre les spectres moyens 

des quatre génotypes. Visuellement, les différences les plus notables se trouvent chez le 

quadruple mutant (en jaune), notamment aux nombres d’onde comprises entre 1524 cm-1 et 

1700 cm-1 où l’on retrouve une absorbance relative largement supérieure à celles des trois autres 

génotypes. Afin, d’évaluer si ces différences sont significatives entre les lignées mutées et le 

WT, un test t de Student a été effectué à chaque nombre d’onde entre un mutant swt et le WT 

(Figure 60B). 

On remarque tout d’abord que les valeurs de t issues de la comparaison entre le 

quadruple mutant et le WT (en jaune) sont très largement supérieures à 2 ou inférieures à -2 

avec des valeurs de t allant jusqu’à 8 ou -19 montrant ainsi que les différences observées sont 

extrêmement significatives (Figure 60B). Afin de ne pas être influencé visuellement par les 

fluctuations importantes du quadruple mutant, une figure représentant les comparaisons du 

simple mutant swt17 avec le WT et celles du triple mutant swt11swt12swt17 avec le WT est 

présentée en annexe (Figure S3).  

On constate que la valeur de t issue de la comparaison entre le simple mutant swt17 et 

le WT (en rose) est inférieure à -2 aux nombres d’ondes comprises entre 860 cm-1 et 950 cm-1, 

la plupart caractéristiques de composés cellulosiques, et aux nombres d’ondes comprises entre 

1477 cm-1 et 1550 cm-1 caractéristiques de certains composés de la lignine (Faix et al., 1991). 

Ces résultats montrent une accumulation de certains composés appartenant à la lignine et aux 

hémicelluloses, comme observé lors des analyses réalisées dans le cadre de mon stage de Master 

2. La valeur de t est quant à elle supérieure à 2 aux nombres d’ondes compris entre 980 cm-1 et 

1060 cm-1 (Figure 60B). Ces nombres d’ondes ont été décrits comme étant caractéristiques des 

xyloglucanes qui sont des hémicelluloses (1041 cm-1, 1049 cm-1 et 1060 cm-1) (McCann et 

al. 1992). La valeur de t calculée lors de la comparaison entre le triple mutant swt11swt12swt17 

et le WT est compris entre 2 et -2 pour beaucoup de nombres d’ondes qui ne sont donc pas 

significativement différentes entre les deux génotypes (Figure 60B). Cependant, on note des 

différences significatives entre le WT et le triple mutant avec une valeur de t supérieure à 2 ou 

inférieure à -2 à certains nombres d’ondes caractéristiques des lignines de type-G : 1508 cm-1, 

1510 cm-1 et 1595 cm-1 (Faix et al., 1991) ou des nombres d’ondes compris entre 1400 cm-1 et 

1450 cm-1. 

Les plus fortes modifications de la composition de la paroi ont été mesurés lors de la 

comparaison entre le type sauvage et le quadruple mutant (Figure 60A et B). En effet, on 

remarque que la comparaison entre le WT et le quadruple mutant présente une valeur de t 
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supérieure à 2 ou inférieure à -2 pour la plupart des nombres d’ondes (Figure 60B). Les nombres 

d’ondes caractéristiques des liaisons anomériques de polymère de β-glucanes (898 cm-1) 

retrouvées dans la cellulose (Kacurakova et al., 2002) ou dans les hémicelluloses (Gorzsas et 

al., 2011) ou des xyloglucanes (1041 cm-1, 1049 cm-1 et 1060 cm-1) (McCann et al. 1992) sont 

réduites chez le quadruple mutant comparé au WT avec une valeur de t supérieure à 2. De la 

même manière, les nombres d’ondes 1320 cm-1 et 1329 cm-1 caractéristiques des liaisons C-O 

et du groupement syringyl contenues dans les lignines de type-S (Faix et al., 1991), les nombres 

d’ondes 1207 cm-1 caractéristiques des lignines de type-G (Faix et al., 1991) ont des valeurs de 

t supérieure à 2.  

Enfin, les nombres d’ondes à 1157 cm-1, 1230 cm-1, 1240 cm-1 et 1245 cm-1 

caractéristiques de liaisons C-O et C=O retrouvés dans les pectines de type 

rhamnogalacturonane I et rhamnogalacturonane II ou les fractions O-acetyl des polymères 

pariétaux (Kačuráková et al., 2002 ; Mohebby, 2010) et celles correspondant aux groupements 

acétyl (1730 cm-1), aux groupements carboxyl estérifiés (1740 cm-1) ou aux groupements 

carbonyl (1743 cm-1) associés aux hémicelluloses (Kacurakova et al., 2002, Moheby et al., 

2010) ont également une valeur de t supérieure à 2 correspondant à une réduction de ces 

composés chez le quadruple mutant (Figure 60A). A l’inverse, les nombres d’ondes 1508 cm-1, 

1510 cm-1 et 1595 cm-1 correspondant aux liaison retrouvées dans certaines lignines de type G 

(Faix et al., 1991) et celles caractéristiques des groupements COOH des pectines acides (1639 

cm-1 et 1677 cm-1) ont une valeur de t largement inférieure à -2 (Figure 60B) et une absorbance 

pouvant être jusqu’à 1,5 fois supérieure à celle du WT (Figure 60A). 

Sur la base de ces résultats, on peut donc en conclure que contrairement à la mutation 

du gène SWEET16, la mutation du gène SWEET17 entraîne des modifications de la composition 

pariétale des cellules du xylème. Enfin l’analyse du quadruple mutant a mis en évidence des 

modifications profondes de la composition de la paroi avec une réduction de certains 

polysaccharides de parois tels que certaines hémicelluloses, des polymères de β-glucanes 

associées aux celluloses et les lignines de type-S. A l’inverse, les pectines acides et les lignines 

de type-G sont majoritairement accumulées dans les parois des cellules conductrices de la 

hampe florale.  
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Figure 60 : Analyse de la composition pariétale des lignées WT, swt17, swt11swt12wt17 et 

swt11swt12swt16swt17 

Spectre moyen d’absorbance des quatre génotypes en fonction du nombre d’onde (cm-1) (A) et 

Représentation graphique des valeurs de t de Student obtenues lors de la comparaison des 

absorbances des lignées mutantes avec le WT à chaque nombre d’onde (B). Les valeurs de t 

(axe des ordonnées) ont été reportées pour chaque nombre d’onde (axe de abscisses). Les 

valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence significative entre la lignée mutée et le WT. 

Les mesures ont été effectuées sur n = 4 plantes par génotype et sur tous les pôles vasculaires 

des plantes (n ≥ 8 pôles vasculaires par plante). 
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1.1. Composition pariétale des différents types de pôles vasculaires dans la hampe florale 

Les analyses décrites ci-dessus ont mis en évidence des modifications de la composition 

pariétale des vaisseaux et des fibres de xylème chez les mutants sweet. Ces analyses ont été 

réalisées sur tous les pôles vasculaires retrouvés dans les sections basales de la hampe florale. 

Compte tenu de la localisation variable des promoteurs des gènes SWEET dans les pôles 

vasculaires de la hampe florale (Figures 3, 4, 5 et 6), j’ai analysé la composition pariétale des 

cellules de xylème dans les différents types de pôles vasculaires de la hampe florale. J’ai réalisé 

ces analyses sur des plantes de type sauvage et sur le quadruple mutant qui présente les 

modifications les plus fortes.  

 

1.1.1. Analyse de la composition de la paroi des vaisseaux et des fibres du xylème en 

fonction du type de pôle vasculaire chez le génotype sauvage 

 

J’ai tout d’abord analysé la composition des parois des cellules de xylème en fonction 

du type de pôle vasculaire chez une plante sauvage. Les résultats des spectres moyens et des 

valeurs de t du test de Student sont présentés sur la Figure 61. 

On remarque tout d’abord que les pôles L en vert ont une valeur de t supérieure à 2 ou 

inférieure à -2 à de nombreux d’ondes alors que les pôle B en rouge ont une valeur de t 

majoritairement comprise entre -2 et 2 c’est-à-dire qu’ils ne présentent pas de différences 

significatives par rapport aux pôles de type-M utilisé ici comme référence (Figure 61B). Ce 

résultat montre que les cellules des pôles de type-B ont une composition pariétale proche des 

cellules contenues dans les pôles M alors que la composition des parois de pôles de type-L 

présente de nombreuses différences significatives par rapport aux pôles de type-M. Ainsi des 

absorbances significativement différentes entre les pôles de type-M et de type-L aux nombres 

d’ondes comprises entre 937 cm-1 et 964 cm-1 ; entre 980 cm-1 et 1100 cm-1 avec une valeur de 

t inférieure à -2 pour ces nombres d’ondes sont observées (Figure 61B). Certains de ces nombres 

d’ondes sont caractéristiques de xyloglucanes (920 cm-1 (Lahlali et al., 2015) 941 cm-1, 945 cm-

1, (Kumar et al., 2015) 1041 cm-1, 1049 cm-1 et 1060 cm-1 (McCann et al. 1992), aux 

rhamnogalacturonanes (902 cm-1, 916 cm-1, 951 cm-1, 989 cm-1, 1043 cm-1 (Kacurakova et al., 

2000) ou à des composés cellulosiques (900 cm-1, 990 cm-1, 1040 cm-1, 1060 cm-1 (Carpita et 

al., 2001 ; Brown et al., 2005 ; Rubio-Diaz et al., 2012). De plus, l’analyse des spectres moyens 

(Figure 17A) et les valeurs de t (Figure 61B) montrent que ces composés sont accumulés chez 

les pôles L.  
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Figure 61 : Analyse de la composition pariétale des cellules du xylème en fonction du type 

de pôles vasculaires chez les plantes sauvages 

Spectre moyen d’absorbance des trois types de pôles en fonction du nombre d’onde (cm-1) (A). 

Représentation graphique des valeurs de t de Student obtenues lors de la comparaison des 

absorbances des pôles de type-B et des pôles de type-L comparé avec les pôles de type-M à 

chaque nombre d’onde (B). Les valeurs de t (axe des ordonnées) ont été reportées pour chaque 

nombre d’onde (axe de abscisses). Les valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence 

significative entre le pôle de type-B ou L et le pôle de type-M. Les analyses ont été effectuées 

sur 57 spectres acquis sur les pôles de type-M, 97 spectres sur les pôles de type-L et 159 spectres 

sur les pôles de type-B (n = 3 plantes par génotype). 

A 

B 
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De plus, les cellules des pôles L présentent des différences significatives avec les pôles 

M aux nombres d’ondes 1207 cm-1, 1508 cm-1 et 1510 cm-1 avec une valeur de t supérieure à 2 

(Figure 61B). Ces nombres d’ondes sont associés préférentiellement aux lignines, notamment 

des lignines de type G (Faix et al., 1991). Ainsi, les parois des cellules du xylème des pôles L 

contiendraient moins de lignine de type G que celles des pôles M. A l’inverse, l’absorbance des 

pôles L est plus importante que celle des pôles M aux nombres d’ondes 1595 cm-1, 1598 cm-1 

et 1605 cm-1 (Faix et al., 1991, Emandi et al., 2010, Matos et al., 2013) qui correspondent à 

d’autres vibrations liées aux lignines. 

1.1.2. Analyse de la composition de la paroi des cellules du xylème en fonction du 

type de pôle cribro-vasculaire chez le quadruple mutant 

Une analyse par type de pôle a également été réalisée chez le quadruple mutant en 

comparant pour chaque type de pôle la composition pariétale du quadruple mutant en fonction 

du sauvage (Figure 62). Pour simplifier l’analyse des graphiques, j’ai représenté les différences 

significatives par des astérisque (*) (Figure 62B, D et F). On remarque ainsi des différences 

communes aux trois types de pôles vasculaires, et d’autres spécifiques à certains types de pôles. 

De plus, les parois des cellules de xylème des pôles de type-L connectés aux feuilles caulines 

sont celles qui présentent le plus de différences (Figure 62C et D) tandis que les parois des 

cellules des pôles de type-M sont celles qui en présentent le moins (Figure 62A et B). 

➢ Différences communes aux trois types de pôles cribro-vasculaires 

Parmi les différences observées entre les parois des vaisseaux et des fibres du quadruple 

mutant et celles des plantes de type sauvage, certaines sont communes aux trois types de pôles. 

Parmi les nombres d’ondes pour lesquels la valeur de t test supérieure à 2 on retrouve les 

nombres d’ondes caractéristiques de la lignine à 858 cm-1 (Faix et al., 1991) et ceux 

caractéristiques des polysaccharides de parois tels que la cellulose (1089 cm-1, 1097 cm-1, 1109 

cm-1 et 1117 cm-1 (Carpita et al., 2001, Brown et al., 2005, Rubio-Diaz et al., 2012, Lahlali et 

al., 2015) ou les xyloglucanes (1100 cm-1). Ces composés pariétaux sont réduits chez le 

quadruple mutant comparé au WT dans les trois types de pôles. A l’inverse, certains composés 

caractéristiques des lignines sont accumulés chez le quadruple mutant. En effet la valeur de t 

est inférieure à -2 pour les nombres d’ondes caractéristiques des liaisons contenues dans les 

cycles aromatiques des lignines (1505 cm-1 et 1508 cm-1, Sibout et al., 2005, Emandi et al., 

2010, Matos et al., 2013) ou caractéristiques des liaisons C=C des phénylpropanes contenues 

dans les lignines de type-G (1510 cm-1, 1516 cm-1, Faix et al., 1991, Emandi et al., 2010) et des 
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cycles phénoliques (1630 cm-1, Séné et al., 1994, Carpita et al., 2001). De plus, les acides 

féruliques liés aux pectines probablement sous forme d’éthers (1517 cm-1,1520 cm-1, 

Kacurakova et al., 1999) ou les carboxylates (1554 cm-1, Mouille et al., 2006) sont accumulés 

chez le quadruple mutant dans les trois types de pôles. De la même manière, les xylanes (1663 

cm-1, Karucakova 1999) ou les pectines et protéines retrouvés dans la paroi sont également 

accumulées. En effet, les liaisons N-H contenus dans les amines (1612 cm-1, 1634 cm-1, 1656 

cm-1, 1674 cm-1, 1680 cm-1, 1696 cm-1, Mazurek et al., 2013, Lahlali et al., 2015) ou les pectines 

estérifiées à 1700 cm-1(Kacurakova et al., 2002) sont également accumulés chez le quadruple 

mutant dans les trois types de pôles. 

➢ Différences spécifiques à certains types de pôles vasculaires 

Comme décrit précédemment, la composition des parois des cellules des pôles de type-L 

sont celles pour lesquelles les différences observées entre le quadruple mutant et le WT sont les 

plus nombreuses et les plus importantes en termes d’intensité des absorbances (Figure 61). En 

effet, presque la totalité des nombres d’ondes ont une valeur de t supérieure à 2 ou inférieure à 

-2. De façon intéressante, certaines de ces modifications sont spécifiques du type de pôle cribro-

vasculaire analysé. Parmi les nombres d’ondes pour lesquels on observe des différences entre 

les pôles, les nombres d’ondes relatives à cellulose (986 cm-1, 990 cm-1, et 999 cm-1 (Gorzsas 

et al., 2011, Lahlali et al., 2015) ont une valeur de t supérieure à 2 pour les pôles M et L. Ainsi 

nous observons une diminution de l’absorbance des nombres d’ondes relatives à la cellulose 

spécifiquement dans les pôles de type-M et L. Les nombres d’ondes caractéristiques des liaisons 

C=O des acides galacturoniques des pectines (1730 cm-1, 1742 cm-1 ; Synytsya et al., 2003, 

Fellah et al. 2009) ou caractéristiques des groupements acétyl des hémicelluloses (1730 cm-1, 

1743 cm-1, Mohéby et al., 2010) ou des groupements carboxyliques des pectines estérifiés (1734 

cm-1, Mazurek et al., 2013) ont une valeur de t supérieure à 2 dans les parois des cellules du 

xylème des pôles L et B mais ces différences ne sont pas significatives dans celles des pôles M. 

Ainsi une diminution globale du contenu en hémicelluloses dans les pôles de type-B et L est 

observée. Enfin, certaines modifications sont significatives des parois du xylème des pôles de 

type-L. C’est le cas des nombres d’ondes à 1595 cm-1 et 1598 cm-1 qui sont caractéristiques des 

liaisons C-H contenues dans les lignines (Matos et al., 2013) et des nombres d’ondes à 1593 

cm-1, 1597 cm-1  qui sont caractéristiques des liaisons C=O des acides carboxyliques des 

hémicelluloses (Moheby et al., 2010). Ainsi la paroi des cellules de xylème des pôles de type-

L accumule plus de lignines et ont présentent des modifications dans l’acétylation des 

hémicelluloses. 
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Figure 62 : Analyse de la composition pariétale des cellules de xylème du quadruple mutant en 

fonction du type de pôles cribro-vasculaires 

Spectres moyens d’absorbance du WT et du quadruple mutant dans les pôles de type-M (A), de type-L (C) 

et de type-B (E) en fonction du nombre d’onde (cm-1). Représentations graphiques des valeurs de t de Student 

obtenues lors de la comparaison des absorbances entre le quadruple mutant et le type sauvage pour les pôles 

de type-M (B), de type-L (D) et de type-B (F). Les valeurs de t (axe des ordonnées) ont été reportées pour 

chaque nombre d’onde (axe de abscisses). Les valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence significative 

entre la lignée mutée et le WT et sont représentés par une * sur les graphiques. Les analyses ont été effectuées 

sur 57/83 spectres acquis sur les pôles de type-M, 97/115 spectres sur les pôles de type-L et 159/83 spectres 

sur les pôles de type-B du WT et quadruple mutant respectivement (n = 3 plantes par génotype). 
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1.1. Analyse de l’expression des gènes codant des facteurs de transcriptions impliqués dans 

le développement des vaisseaux et des fibres du xylème 

La Figure 63 présente les principaux facteurs de transcriptions impliqués dans les étapes 

de développement des vaisseaux et des fibres du xylème. Un carré rouge représente une 

surexpression du gène d’intérêt chez le mutant en comparaison avec le type sauvage, tandis 

qu’un carré bleu représente une diminution de l’expression du gène chez le mutant comparé au 

WT. Chaque carré correspond à la comparaison entre le type sauvage et le simple mutant swt16, 

swt17 et le double mutant swt16swt17.  

Aucune modification de l’expression des gènes impliqués dans la maintenance du 

procambium (PXY, ATHB8 et WOX4) n’a été mesurée dans aucun des génotypes analysé 

(Figure 63). Concernant le double mutant, des modifications de l’expression de plusieurs gènes 

impliqués dans le développement des fibres et des vaisseaux ont été mesurées (Figure 63). Ainsi 

une surexpression significative de l’expression de SND1 impliqué dans le développement des 

fibres est mesurée chez le double mutant. De plus une surexpression de l’expression des facteurs 

de transcription MYB46 et MYB83, qui sont des cibles de SND1 et qui jouent un rôle central 

dans la mise en place des composés de la paroi secondaire des cellules de xylème, est également 

mesurée chez le double mutant. L’expression de certaines cibles de MYB46 et MYB83 a 

également été analysée. Parmi ces cibles seule l’expression de MYB54 est surexprimée chez le 

double mutant (Figure 63). Ce facteur de transcription a été décrit comme un potentiel 

régulateur de la biosynthèse de cellulose (Zheng et al., 2019). Par contre aucune modification 

de l’expression des gènes codant pour les celluloses synthases responsables de la biosynthèse 

de cellulose dans les parois secondaires (CESA4, 7 et 8) n’a été mesurée (Figure 63). Il est 

également à noter que l’expression du gène codant pour le facteur de transcription KNAT7, qui 

est un régulateur positif de la formation de la paroi secondaire dans la hampe florale 

d’Arabidopsis thaliana (Wang et al., 2019) est diminuée uniquement chez le simple mutant 

swt16 (Figure 63). Enfin, l’expression des gènes VNI2 et XND1 est également surexprimé chez 

le double mutant. Le facteur de transcription VNI2 est un régulateur négatif de l’expression des 

VND et est donc impliqué dans la formation des vaisseaux de xylème (Yamaguchi et al., 2010) 

alors que le facteur de transcription XND1 est un régulateur négatif de la biosynthèse de la paroi 

secondaire des vaisseaux de xylème (Zhao et al., 2008). L’expression des gènes MYB54, 

MYB46, MYB83, SND1, VNI2, VND6 et VND7 a également été quantifié par qPCR chez le 

double mutant swt11swt12 et le quadruple mutant (Figure S6). Les analyses statistiques n’ont 
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mis en évidence aucune différence significative entre ces génotypes et le type sauvage montrant 

ainsi que les différences observées sont spécifiques du double mutant swt16swt17.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 63 : Variations de l’expression des gènes impliqués dans la 

maintenance du procambium et le développement des vaisseaux et des 

fibres du xylème 

Représentation schématique des principaux facteurs de transcription 

impliqués dans le développement des vaisseaux et des fibres du xylème. 

Les mesures d’expression de gènes par qPCR sont représentées sous forme 

de carte des chaleurs sous chaque facteur de transcription correspondant à 

une surexpression (en rouge) ou une diminution (en bleu) de l’expression 

de gènes du mutant swt comparé au WT et en blanc une différence non 

significative. Chaque carré représente la valeur du Log2 des ratios des 

médianes entre le type sauvage et une lignée mutée (n = 4 pour chaque 

génotype). Test statistique de type t test de Student avec P < 0,05.  
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III. Discussion 

 

1. Importance du transport facilité des sucres entre les cellules de parenchyme, les fibres 

et les vaisseaux au cours du développement des cellules de xylème 

Le développement des vaisseaux et des fibres de xylème regroupe les étapes 

d’accroissement cellulaire, de mort cellulaire programmée et du fort épaississement des parois 

secondaire (Schuetz et al., 2012). Dans la littérature, le domaine d’expression de SWEET11 et 

SWEET12 a été localisé dans les cellules de parenchyme phloèmien, dans les cellules de 

parenchyme xylèmien et dans les fibres de xylème (Chen et al., 2012, Le Hir et al., 2015). 

Cependant, l’analyse des lignées pSWEET:GUS, réalisée dans ce chapitre, a mis en évidence 

que la localisation des gènes SWEETs dans le système vasculaire de la hampe florale est en fait 

plus complexe que ce qui a été décrit précédemment. Ainsi, dans nos conditions de culture, 

pSWEET11:GUS est uniquement localisé dans les cellules de xylème et son domaine 

d’expression varie en fonction du stade de développement de la hampe florale, du type de pôle 

vasculaire et du type cellulaire. Il est exprimé uniquement dans quelques cellules de petite taille 

accolées aux vaisseaux et à la pointe du xylème et sous le bouton floral. A la base de la hampe 

florale, il est uniquement retrouvé dans une à deux petites cellules accolées aux vaisseaux 

correspondant probablement à des fibres. De plus, après une croissance dans une chambre de 

culture, le simple mutant swt11 possède moins de vaisseaux par pôle de xylème et la surface 

occupée par un pôle est de taille réduite. Ces résultats confirment ceux précédemment publiés 

et qui avaient été obtenus alors que les plantes avaient été cultivées en serre (Le Hir et al., 2015). 

Les phénotypes observés sont donc répétables quel que soit les conditions de culture. Sur la 

base de ces résultats, il semblerait que l’expression de SWEET11 dans les fibres impacte 

spécifiquement le développement et la croissance des vaisseaux de xylème. Ainsi les fibres 

agiraient en « bon voisin » (good neighbor cell hypothesis) en produisant et transportant les 

précurseurs aux cellules voisines. Dans la littérature, cette hypothèse a été démontrée dans le 

cas des échanges de monolignols, précurseurs des lignines, entre les fibres de xylème et les 

vaisseaux (Smith et al., 2017). Ainsi, les fibres seraient également impliquées dans la 

production et dans le transport de monolignols dans les vaisseaux voisins et serait également 

autonomes et incorporeraient leurs propres monolignols dans leurs parois secondaires (Smith 

et al., 2017). Un mécanisme similaire a également été mis en évidence entre les cellules de 

parenchyme xylémien et les vaisseaux en cours de formation (Smith et al., 2017). 
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Dans les travaux précédents, l’expression de SWEET12 a été observée dans les cellules de 

phloème et de xylème mais aucun phénotype de développement du système vasculaire n’a été 

décrit (Le Hir et al., 2015). Les résultats obtenus dans ce chapitre confirment ces précédentes 

observations et mettent également en évidence une présence de SWEET12 dans tous les pôles 

cribro-vasculaires avec une plus forte présence de SWEET12 dans les pôles cribro-vasculaires 

de type-L qui assurent la connexion entre la hampe florale et la veine principale de la feuille 

cauline sous-jacente (Park et al., 2015). Ainsi, le nombre variable de cellules de parenchymes 

dans lequel s’exprime le promoteur de SWEET12 pourrait traduire d’une variabilité des 

échanges de sucres en fonction du type de pôles vasculaires. Il a été montré que les cellules de 

parenchymes permettraient de stocker de nombreux solutés dans leurs vacuoles (McGaughey 

et al., 2016), de charger ou de décharger les solutés dans les cellules voisines (De Boer & 

Volkov, 2003), de maintenir la capacité de transport des vaisseaux de xylème (Morris et al., 

2016) et de subvenir aux besoins de composés tels que l’H202 ou les monolignols nécessaires à 

la formation des lignines dans les vaisseaux adjacents (Barcelo, 2005, Smith et al., 2017). Ainsi, 

le transport facilité de sucres médié par SWEET12 dans les cellules de parenchyme xylémien 

des pôles connectant les feuilles interrogent sur les échanges de sucres entre ces organes. A ce 

stade de développement, les feuilles caulines sont actives photosynthétiquement et contribuent 

pour une large proportion au carbone qui sera utilisé par les fleurs et les siliques (Earley et al., 

2009). Ainsi, on peut émettre l’hypothèse que SWEET12 participent aux processus de 

chargement et/ou déchargement des sucres (selon le gradient de concentration) transportés entre 

les feuilles caulines et la hampe florale. Cependant, son expression dans les cellules de xylème 

met en évidence un rôle important dans les échanges de sucres entre les cellules de parenchyme 

et les vaisseaux de xylème. Il a été décrit que dans un entre-nœud, les sucres, notamment le 

saccharose, s’accumule et est stocké dans les cellules matures dans la partie apicale de l’entre-

nœud (Grof et al., 2013). Il existerait donc un gradient de sucres dans un entre-nœud 

(McGaughey et al., 2016). Le long de ce gradient développemental, il y a une transition entre 

la synthèse des parois primaires et le dépôt des parois secondaires épaissies. Le saccharose non 

utilisé pour la croissance est accumulé dans les cellules de parenchymes qui entourent le 

système vasculaire (Glasziou and Gayler, 1972 ; Hoffmann- Thoma et al., 1996 ; Rae et al., 

2005) ou dans l’apoplasme (Tarpley et al., 2007). Les transporteurs plasmalemiques SWEET11 

et particulièrement SWEET12 permettraient donc de réguler les quantités de sucres entre les 

cellules de parenchymes xylémien, l’apoplasme et les vaisseaux ou les fibres.  
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Chez les arbres, il a été décrit que le diamètre de la tige peut varier de manière réversible 

avec les fluctuations de transpiration foliaire et le puisement de l’eau dans le sol depuis les 

racines (Steppe et Lemeur, 2004) mais également de manière irréversible lorsque les quantités 

d’eau ou de sucres nécessaires au maintien de la turgescence ou à l’incorporation dans les parois 

cellulaires ne sont pas réunis (Zweifel et al., 2006). La croissance radiale de la tige est donc 

soumise au transport de l’eau et des sucres (De Schepper et Steppe, 2010). Dans ce chapitre 

nous avons montré une réduction de la croissance radiale chez les simples mutants swt11 et 

swt12 ainsi que chez le double mutant swt11swt12 suggérant que, chez Arabidopsis thaliana, 

une perturbation des échanges de sucres entraîne également un défaut dans la croissance radiale 

de la hampe florale. Ce défaut s’accompagne également d’une réduction de la taille des tissus 

et de la surface des cellules de xylème (Figure 8, Le Hir et al., 2015). Cependant cette réduction 

de la taille des cellules est proportionnelle à la réduction de la surface de la section de la hampe 

florale (Figure 8). Ce résultat pourrait suggérer que les mutations des gènes SWEET11 et 

SWEET12 entraînent également un problème de croissance globale à l’échelle de la plante. Chez 

le sorgho ou la canne à sucre, le volume de la hampe florale et la concentration en saccharose 

augmente avec la taille de la cellule (Slewinski, 2012 ; Patrick et al., 2013). Des cellules plus 

larges permettraient d’améliorer la force de puit en augmentant la surface d’échange disponible 

pour le transport de saccharose. De plus, l’augmentation du volume cellulaire permettrait 

d’augmenter la capacité individuelle d’accumulation de plus grandes quantités de saccharose 

dans les vacuoles des cellules de parenchymes et également la quantité de biomasse par la 

production d’une plus grande quantité de paroi ligno-cellulosique (McGaughey et al., 2016).  

Il a précédemment été montré que la lignée swt11swt12 présente un défaut de composition 

pariétale dans les cellules de xylème (Le Hir et al. 2015). Les analyses effectuées ici confirment 

ces résultats. De plus, les analyses de composition pariétale des cellules de xylème et des 

cellules du phloème ont mis en évidence que la mutation des gènes SWEET11 et SWEET12 

entraine d’une part une modification de la composition en hémicellulose dans les parois des 

cellules du phloème (Dinant et al., 2019), d’autre part une modification de la composition en 

hémicelluloses et en cellulose à l’interface entre deux vaisseaux. Malgré ces modifications de 

paroi, les mutants sweet, ne présentent pas de phénotype de collapse de vaisseaux de xylème 

comme décrit chez les lignées mutées dans l’expression des gènes CesA8, CesA7 ou CesA4 

(Turner et Somerville, 1997) ou les mutants des gènes FRK (Stein et al., 2014). Les 

modifications observées chez le double mutant swt11swt12 sont donc plus subtiles ne sont pas 

la résultante d’une modification de l’expression des gènes codant pour les facteurs de 
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transcription impliqués dans la régulation des gènes de la voie de biosynthèse de la cellulose, 

des hémicelluloses ou de la lignine. Par contre, la réduction concomitante de cellulose et 

d’hémicelluloses pourrait s’expliquer par le fait que les xyloglucanes et les microfibrilles de 

cellulose interagissent entre eux (Scheller et Ulvkov, 2010). De plus il a été décrit que les 

fragments de xyloglucanes peuvent agir comme molécule signal stimulant les expansines ou 

d’autres protéines apoplastiques qui pourraient moduler le réseau de cellulose-xyloglucane dans 

les parois (McDougall et Fry, 1990). La biosynthèse de cellulose est également couplée à la 

biosynthèse des lignines (Weng et al., 2008). En effet, une réduction de la production des 

lignines est accompagnée d’une augmentation de la biosynthèse de cellulose (Chabannes et al., 

2001, Li et al., 2007). A l’inverse, chez le double mutant sweet11sweet12 on observe une 

réduction de cellulose et une augmentation de lignines. A présent la question est de savoir si les 

défauts observés sont liés au transport du saccharose, du glucose ou du fructose ou alors à 

d’autres précurseurs de la synthèse des polysaccharides pariétaux. Il a en effet été 

précédemment montré que certains transporteurs SWEET transportent également du mannose 

et du galactose qui sont des précurseurs de la synthèse des polysaccharides pariétaux (Chen et 

al., 2010). Dans ce chapitre, nous avons testé par la complémentation fonctionnelle chez la 

levure EBYWV4000 (Figure 10), le transport de l’arabinose, du galactose, du mannose et du 

xylose par SWEET11 et SWEET12. Aucun de ces sucres n’est transporté par SWEET11 et 

SWEET12, suggérant que c’est effectivement une modification du transport de saccharose, de 

glucose et de fructose qui est à l’origine des défauts de composition de la paroi observés.  

L’activité des transporteurs SWEET11 et/ou SWEET12 traduirait donc l’existence de 

gradient de saccharose, de glucose et de fructose entre les cellules de parenchymes de xylème, 

les fibres et /ou les vaisseaux et qui serait nécessaire au développement du système vasculaire 

et à la composition de la paroi secondaire. 

 

2. Importance de l’homéostasie des sucres dans le développement des vaisseaux et des 

fibres de xylème 

 

2.1. Importance de SWEET17 dans la composition pariétale des vaisseaux et des fibres 

Il a été précédemment décrit que l’expression de SWEET16 et SWEET17 codant pour les 

transporteurs tonoplastiques de sucres sont tous deux localisés dans les cellules de parenchyme 

de xylème (Chardon et al., 2013, Klemens et al., 2013). Dans nos conditions de culture, nous 
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avons également montré que l’expression du promoteur de SWEET17 est également observée 

dans les vaisseaux de métaxylème proche du procambium, ce qui correspondent aux vaisseaux 

en cours de maturation dans lesquels la vacuole est encore présente (Schuetz et al., 2013) et où 

l’épaissement des parois cellulaires a débuté (Hall et Ellis, 2013). L’analyse de la taille des 

cellules de xylème du simple mutant sweet17 n’a révélé aucun phénotype concernant le 

développement du xylème. En revanche, l’analyse de la composition pariétale du simple mutant 

sweet17, du double mutant sweet16sweet17 et du triple mutant sweet11sweet12sweet17 ont mis 

en évidence l’importance du gène SWEET17 dans la composition pariétale des fibres et des 

vaisseaux de xylème. Ainsi, une réduction de composés cellulosiques et une augmentation de 

lignine dans les fibres et les vaisseaux de xylème est observée. Compte tenu du fait que 

SWEET17 transporte exclusivement du fructose (Chardon et al., 2013), ces résultats mettent en 

évidence l’importance de l’homéostasie du fructose dans les cellules de parenchymes de xylème 

dans la mise en place des parois secondaires des cellules de xylème. Ces résultats sont en faveur 

d’un rôle des parenchymes xylémiens comme « fournisseur » de sucres pour les vaisseaux en 

cours de maturation. A l’inverse, l’absence d’expression du promoteur de SWEET17 dans une 

zone en élongation où il n’y a pas encore d’épaississement des parois secondaires (Hall et Ellis, 

2013) suggère également un rôle de SWEET17 dans l’épaissement des parois secondaires dans 

les vaisseaux en cours de maturation. Sur la base de ces résultats on pourrait donc suggérer que 

les vaisseaux de xylème sont autonomes concernant la production de précurseurs de 

polysaccharides de parois dans les premières étapes de leur développement puis deviennent 

dépendants des cellules de parenchyme xylémien après la dégradation de la vacuole.  

 

2.2. Importance de SWEET16 dans la division cellulaire 

Le domaine d’expression de SWEET16 a été décrit principalement dans les cellules de 

parenchyme xylémien de la hampe florale (Klemens et al., 2013). Dans ce Chapitre, nous avons 

montré que, dans nos conditions de culture, ce domaine d’expression est en fait plus large et 

qu’il varie en fonction du stade de développement de la hampe florale. Cependant de façon 

constante, l’expression de SWEET16 a été observée dans les cellules de procambium et/ou dans 

les cellules précurseurs du côté du xylème. A notre connaissance, c’est le seul exemple de 

localisation d’un transporteur de sucres dans ce type cellulaire, bien que l’existence d’une plus 

forte concentration de glucose et de fructose ait été décrit dans le cambium par rapport au 

phloème chez le peuplier (Roach et al., 2017). La diminution du nombre total de cellules dans 

un pôle de xylème mesurée chez le simple mutant swt16 est en accord avec un rôle de ce 
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transporteur dans le cambium. Ainsi l’homéostasie des sucres au sein des cellules du 

procambium serait importante afin de soutenir l’activité de division de ces cellules. Pour aller 

plus loin sur ce point il serait intéressant de comptabiliser le nombre de cellules procambiales 

par pôle de xylème mais également de d’observer le phénotype du simple mutant swt16 au 

moment de la mise en place de la croissance secondaire de la hampe florale.  

 

2.3. Rôle du maintien de l’homéostasie des sucres dans la formation de la paroi secondaire  

Chez le peuplier, une forte augmentation de la concentration en glucose et fructose est 

observée au cours de la formation de la paroi secondaire (Roach et al., 2017). Au cours de cette 

étape du développement des vaisseaux de xylème, un réseau complexe de facteurs de 

transcription est actif afin de réguler l’expression des gènes de la biosynthèse des composés 

pariétaux (Hussey et al., 2013). Dans ce chapitre, l’analyse du double mutant swt16swt17 a 

permis de mieux comprendre le rôle de l’homéostasie des sucres au cours de cette étape. En 

effet, les 2 gènes sont exprimés ensemble uniquement dans les cellules de xylème au moment 

de la formation de la paroi secondaire. Ainsi, chez le double mutant, nous avons observé 

différents phénotypes qui pouvaient être la conséquence soit de la mutation dans SWEET16 

(problème de division cellulaire) soit de la mutation dans SWEET17 (composition de la paroi). 

Concernant la composition de la paroi, le double mutant swt16swt17 a un phénotype plus proche 

de celui du simple mutant swt17. De plus, le double mutant swt16swt17 présente une 

dérégulation forte de l’expression de plusieurs gènes impliqués dans la formation de la paroi 

secondaire. Ainsi la déstabilisation des gradients de sucres entre le cytosol et la vacuole, médiée 

par l’action conjointe de SWEET16 et SWEET17, engendrerait une perturbation de 

l’expression de ces gènes. Dans ce contexte, les sucres pourraient avoir un rôle de molécule 

signal comme cela a précédemment été décrit (Li et Sheen, 2016). Afin d’aller plus loin sur ce 

point il serait intéressant de quantifier l’expression des gènes marqueurs de la signalisation 

comme l’enzyme Hexokinase 1 et de la protéine G RGS1 (Trusov et al., 2016) afin d’évaluer 

si la signalisation des sucres est effectivement perturbée chez ce mutant. 

 

Enfin l’analyse phénotypique du quadruple mutant a montré que globalement il présente le 

même phénotype que le double mutant swt11swt12 à l’exception de la proportion de système 

vasculaire par rapport à la surface de la hampe florale où il présente le même phénotype que le 

double mutant swt16swt17. Ainsi, il semblerait donc que les gènes SWEET16 et SWEET17 

soient plus important pour le développement et la croissance des cellules de xylème que les 

gènes SWEET11 et SWEET12.  
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IV. Conclusion et perspectives 

Grâce à l’analyse des simples, doubles, triples mutant et du quadruple mutant et en se 

basant sur la description fine de leur domaine d’expression, nous avons pu suggérer un rôle 

individuel pour certains des transporteurs SWEETs. Ainsi SWEET11 aurait un rôle plus 

spécifique dans le transport des sucres entre les fibres et les vaisseaux en formation. Le 

transporteur SWEET16 aurait plutôt un rôle dans la division cellulaire des cellules de 

procambium et le transporteur SWEET17 serait largement impliqué dans le maintien de 

l’homéostasie des sucres au moment de la formation de la paroi secondaire des vaisseaux. 

Cependant, afin d’aller plus loin dans ces hypothèses il serait intéressant d’observer la 

restauration ou non de ces phénotypes dans des lignées complémentées pour l’expression 

de ces gènes. De plus l’utilisation de promoteur cellule-spécifique tels que ceux des gènes 

PRX47 et PRX64 codant pour des péroxidases exprimés respectivement dans les cellules de 

parenchyme xylémien et dans les fibres de la hampe florale (Smith et al., 2017) pourrait 

également être utilisés et permettre le mieux comprendre le rôle de chacun des transporteurs 

SWEETs dans le développement du xylème. 
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Abstract

Cell walls are highly complex structures that are modified during plant growth and development. For example, the 
development of phloem and xylem vascular cells, which participate in the transport of sugars and water as well as 
providing support, can be influenced by cell-specific wall composition. Here, we used synchrotron radiation-based 
Fourier-transform infrared (SR-FTIR) and Raman spectroscopy to analyse the cell wall composition of floral stem 
vascular tissues of wild-type Arabidopsis and the double-mutant sweet11-1 sweet12-1, which has impaired sugar 
transport. The SR-FTIR spectra showed that in addition to modified xylem cell wall composition, phloem cell walls in 
the double-mutant line were characterized by modified hemicellulose composition. Combining Raman spectroscopy 
with a classification and regression tree (CART) method identified combinations of Raman shifts that could distin-
guish xylem vessels and fibers. In addition, the disruption of the SWEET11 and SWEET12 genes impacted on xylem 
wall composition in a cell-specific manner, with changes in hemicelluloses and cellulose observed at the xylem vessel 
interface. These results suggest that the facilitated transport of sugars by transporters that exist between vascular 
parenchyma cells and conducting cells is important in ensuring correct phloem and xylem cell wall composition.

Keywords:   Arabidopsis, CART method, cell wall, floral stem, FTIR, multivariate analysis, phloem, Raman spectroscopy, 
synchrotron radiation, xylem.

Introduction

The presence of a polysaccharide-rich frame is an important 
feature of plant cells. The primary cell wall, composed mainly 
of insoluble (cellulose and hemicelluloses) and soluble polysac-
charides (pectins), is deposited when plant cells are growing. 
Once the cells stop growing, the primary cell wall is reinforced 
by a secondary cell wall (SCW), which is composed mainly 
of cellulose, hemicelluloses, and lignin. To facilitate their spe-
cialized function in structural support and water transporta-
tion, the xylem vessels and fibers have a relatively thick SCW. 

Production of the SCW in plant cells is of interest because it 
constitutes the major component of plant biomass and it has 
the potential to be used as a raw material for food, clothing, 
and energy. The model plant Arabidopsis thaliana can be used 
to study the SCW in cells of vascular bundles within the floral 
stem (Strabala and MacMillan, 2013). Anatomically, the vascular 
bundles are composed of phloem and xylem tissues and repre-
sent a central hub through which most biological compounds 
are transmitted to their site of use. Phloem tissue—composed 
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of phloem parenchyma cells, companion cells, and sieve ele-
ments (SEs)—is involved in the transport of multiple com-
pounds such as sugars, amino acids, proteins, and mRNA (Le 
Hir et  al., 2008; Zhang and Turgeon, 2018). A  thickening of 
the phloem SE cell wall has been reported in Arabidopsis, 
and it has been suggested that this cell wall is composed of 
pectic polysaccharides (Freshour et  al., 1996). On the other 
hand, mature xylem tissue—responsible for structural support 
as well as the transportation of water and solutes—is composed 
of xylem tracheary elements (xylem vessels), xylary fibers, and 
xylem parenchyma cells (Schuetz et al., 2013), and is character-
ized by the presence of thick SCWs. Recent studies have used 
high-throughput immunolabelling of the major cell-wall gly-
can epitopes to group floral stem tissues according to their cell 
wall composition, and the results have revealed a tissue-specific 
pattern for these glycans (Hall et al., 2013). However, we still 
lack detailed information about cell wall composition at the 
cellular level. Among the tools that can provide spatial resolu-
tion at such a level, approaches utilizing vibrational microspec-
troscopy possess several strong advantages.

Vibrational spectroscopy techniques, for example Fourier-
transformed infrared spectroscopy (FTIR) and Raman spec-
troscopy, have been used extensively in plant research to 
determine the cell wall composition in an organ-specific man-
ner (Largo-Gosens et  al., 2014). These complementary tech-
niques offer many advantages, among which are good spatial 
resolution, non-destruction of the samples, and good cost effi-
ciency. They are also state-of-art techniques for studying the 
plant lignocellulosic biomass (i.e. biosynthesis, degradation, and 
valorization), which is of increasing interest due to its import-
ant roles for humans and animals (i.e. food, energy, clothing, 
building material) (Gierlinger, 2018). Classically, FTIR micro-
spectroscopy uses a thermal source to identify differences in 
the cell wall composition between wild-types and mutants of 
various plant species with a spatial resolution of approximately 
30–50 µm (Sibout et al., 2005; Lefebvre et al., 2011; Le Hir et al., 
2015). The coupling of a focal-plane array (FPA) detector to 
a conventional FTIR microscope allows researchers to obtain 
structural information at the cellular level (Gorzsás et al., 2011; 
Öhman et al., 2013). Another powerful modification is the use 
of a synchrotron radiation-based source (SR-FTIR), which 
enables the collection of IR spectra at higher spatial resolution 
(i.e. cellular level) by use of light that is at least 100 times 
brighter than that of a thermal source. However, this tech-
nique has seen limited use in the field of plant biology (Vijayan 
et al., 2015). In addition to FTIR, Raman microspectroscopy 
is also commonly used to study plant cell wall composition 
(Gierlinger et  al., 2012; Gierlinger, 2018), including that of 
xylem cell types, for example in Arabidopsis (Prats Mateu et al., 
2016), Cucumis sativus (Zeise et al., 2018), Malus sp. (Horbens 
et al., 2014), Populus sp. (De Meester et al., 2018; Jin et al., 2018), 
Picea sp. (Agarwal, 2006; Hänninen et al., 2011), and Pinus sp. 
(Hänninen et al., 2011). To a lesser extent, the combined use 
of both techniques (i.e. FTIR and Raman microspectrocopy) 
has been shown to be efficient and complementary in studying 
the xylem cell wall composition in tree species such as poplar 
(Özparpucu et al., 2017, 2018) and Pinus radiata (Zhang et al., 
2017).

Only a few studies have investigated the composition of cell 
walls in the floral stem of the plant model species Arabidopsis 
(Schmidt et  al., 2010; Prats Mateu et  al., 2016) despite the 
important physiological role of this organ. The floral stem, 
which supports the flowers and the fruit, is also a major con-
tributor to lifetime carbon gain (Earley et al., 2009), represent-
ing 40% of a plant’s total biomass. The precise characterization 
of the cell wall composition of different vascular cell types 
within the floral stem is necessary to better understand cell 
wall complexity within such tissues.

In addition to the identification of differences in plant cell 
wall composition at the tissue and cell levels, there are many 
unanswered questions regarding the modalities of sugar alloca-
tion, which directly influence the supply of carbohydrate skel-
etons required for SCW formation. We have previously focused 
on identifying the carbohydrate components underlying xylem 
SCW formation in Arabidopsis. By using conventional FTIR 
microspectroscopy, we have identified cell wall modifications 
in the xylem of an Arabidopsis double-mutant that is defective 
in the expression of the genes encoding the sugar facilitators 
SWEET11 and SWEET12 (Le Hir et al., 2015). Both genes 
encode proteins that transport sugars (sucrose, glucose, or fruc-
tose) along the concentration gradient (Chen et al., 2012; Le 
Hir et al., 2015) and, as such, their disruption modifies cellulose 
and xylan acetylation in xylem cell walls within the floral stem 
(Le Hir et al., 2015). In the latter study, the FTIR spectra were 
acquired over a 30  ×  30-µm target zone that encompassed 
different cell types. Moreover, the use of conventional FTIR 
on ‘dry-fixed’ floral stem sections did not allow the acquisi-
tion of spectra describing the phloem tissue due to complete 
shrinkage of this tissue when the floral stem section is dry. As 
SWEET11 and SWEET12 are expressed in both the phloem 
and xylem, spectral data at the cellular level are needed to bet-
ter understand how modifications of sugar homeostasis influ-
ence the cell wall composition of various cell types (Chen 
et al., 2012; Le Hir et al., 2015).

In the present work, we used SR-FTIR and Raman micro-
spectroscopy in combination with a classification and regres-
sion tree (CART)-based method to analyse spectra collected for 
phloem and xylem tissues from Arabidopsis floral stem sections of 
wild-type and sweet11-1 sweet12-1 double-mutant plants. Overall, 
we show that SR-FTIR can be used successfully to analyse spec-
tra acquired from phloem tissue, and that changes in SWEET11 
and SWEET12 expression affect phloem cell wall composition. 
In addition, the application of the CART method on Raman 
spectra shows that xylem vessels and fibers can be distinguished 
by a combination of cellulose and hemicellulose Raman shifts. 
Finally, our results suggest that facilitated sugar transport modi-
fications in xylem parenchyma cells lead to cell-specific defects.

Materials and methods

Plant material and growth conditions
Arabidopsis wild-type Col-0 and sweet11-1 sweet12-1 (Le Hir et al., 2015) 
double-mutant were grown in soil in a greenhouse for 5 weeks under 
long-day conditions (16-h photoperiod and 150 μE m−2 s−1 light inten-
sity) at 22/15 °C (day/night) with 65% relative humidity. After 5 weeks of 
growth, the mean floral stem height was 25 cm for both genotypes. The 
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first 5 cm of the basal part of the floral stems were collected, fixed in 4% 
paraformaldehyde and embedded in paraffin. Sections with a thickness 
of 10 µm were deposited onto BaF2 windows and paraffin was removed 
using Histo-Clear (National Diagnostics, Atlanta, GA). For SR-FTIR 
and RAMAN spectroscopy, four xylem/phloem poles from four plants 
representing each genotype were analysed. Spectra were acquired on fully 
developed xylem vessels and fibers localized in the middle of the vascular 
bundle. The experimental scheme is summarized in Fig. 1.

Synchrotron radiation-based FTIR microspectroscopy (SR-FTIR)
Infrared spectra were recorded with a synchrotron source to provide bet-
ter spatial resolution due to superior brightness (SOLEIL, SMIS beam-
line, Gif sur Yvette, France). The transmission spectra were collected on 
a NICOLET 5700 FT-IR spectrometer coupled to a Continuum XL 
microscope (ThermoFisher Scientific, Waltham, MA) equipped with a 
32× NA 0.65 objective as described in Guillon et al. (2011). All spectra 
were obtained in confocal mode to eliminate diffraction from surround-
ing cells using a double-path single-masking aperture size of 8 × 8 µm 

(Supplementary Fig. S1B at JXB online). The spectra were collected over 
the 1800–800 cm−1 infrared range at a spectral resolution of 4 cm−1 with 
256 co-added scans for the background and sample spectra.

Raman microspectroscopy
The Raman spectra were recorded using a DXR Raman Instrument 
(ThermoFisher Scientific). Raman measurements were performed in 
a closed environment using a stabilized 532  nm laser as described in 
Zimmermann et  al. (2015). A  100× NA 0.90 objective was used for 
focusing and collecting inelastically scattered Raman light, and allowed a 
spatial resolution of 2 × 2 µm to be obtained (Supplementary Fig. S1C). 
The acquisition points were set as the cell walls between xylem vessels 
(VV), between xylem vessels and fibers (VF), and between xylem fibers 
(FF). In total, the cell walls of 92 vessels and 126 fibers were analysed 
in the floral stems of the wild-type while the cell walls of 115 vessels 
and 123 fibers were analysed in the double-mutant line. The system was 
operated in 25 µm aperture mode, which provided a spectral resolution 
of 2–4 cm−1. In order to decrease xylem cell wall autofluorescence, the 

Fig. 1.  Workflow for the analysis of the Arabidopsis floral stem vascular system by synchrotron radiation-based Fourier-transformed infrared 
spectroscopy (SR-FTIR) and Raman spectroscopy. Schematic representation of a floral stem vascular bundle showing the phloem and the xylem and the 
size of the acquisition zone for the analysis. SR-FTIR was used to obtain tissue-specific signatures by PCA analysis of the spectra acquired on phloem 
and xylem cell walls of the wild-type (WT) plants. In addition, the genetic effect was assessed using SR-FTIR by analysing spectra from the WT and the 
double-mutant with spectral peak areas ratios and classification and regression tree (CART)-based classification. Raman microspectroscopy was then 
used to obtain cell-specific interface signatures of the different xylem cell types and to assess the genetic effect in the double-mutant by spectral peak 
area ratios and CART-based classification. F, fiber; Ph, phloem; V, vessel; Xy, xylem.
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samples were photobleached for 2 min before each acquisition. Sample 
spectra were acquired over an exposure time of 6 × 10 s using 512 scans 
(the same number of scans were also performed for the background).

Preprocessing of SR-FTIR and Raman spectra
Infrared spectra with extreme absorbance values (i.e. values less than 0.1 
or above 1) were removed from the datasets so that saturation effects and 
errors due to holes in the tissue sections could be avoided. Comparisons 
between tissues or genotypes were performed on baseline-corrected and 
area-normalized spectra. For Raman microspectroscopy, the spectra of 
different xylem cell types were smoothed by the Savitsky–Golay algo-
rithm (3rd order polynomial and nine-point filter). The spectra were 
then baseline-corrected by subtracting a linear baseline between 350–
3500  cm−1 and area-normalized. Both SR-FTIR and Raman spectra 
were preprocessed using the Unscrambler software (The Unscrambler, 
CAMO Process AS, Oslo, Norway).

Univariate analysis of the SR-FTIR and Raman spectra
Peak area measurements were performed on baseline-corrected and 
area-normalized FTIR spectra in the OMNIC 9.2.41 and TQ Analyst 
EZ 9.2.34 software (ThermoFisher Scientific). In both cases, the base-
line between the peak start and end marker was computer generated. 
The following peaks were measured for the SR-FTIR spectra: 930–
1180 cm−1 for cellulose; 1695–1770 cm−1 for hemicellulose; and 1475–
1520 cm−1 for lignin. Average spectra and boxplot representations were 
generated in R software (www.r-project.org) using the HyperSpec and 
Ggplot2 packages, respectively (http://hyperspec.r-forge.r-project.org/; 
Wickham, 2009). Peak areas and their ratios were first checked for nor-
mality (Shapiro–Wilk test) and homoscedasticity (Levene test). Since 
neither of these criteria were fulfilled, an approximate (Monte Carlo) 
Fisher–Pitman permutation test was performed (non-parametric one-
way ANOVA). Then, a pairwise comparison test, including the calcula-
tion of an adjusted P-value by the False Discovery Rate (FDR) method, 
was applied to assess the significance of observed differences. Statistical 
analysis was performed using the ‘coin’, and ‘RVAideMemoire’ pack-
ages (Hothorn et  al., 2008; https://cran.r-project.org/web/packages/
RVAideMemoire/) in R software.

Multivariate statistical analyses of SR-FTIR and Raman spectra
Preprocessed and mean-centered spectra were first subjected to prin-
cipal component analysis (PCA), which was carried out with three to 
seven principal components (PC) using the NIPALS algorithm, and full 
cross-validation was applied. Outliers identified using the Hotelling T2 
method (95% multivariate confidence interval) and the residual versus 
leverage plot were removed from the dataset. Since the SR-FTIR and 
Raman techniques produce large dataset and variables are highly cor-
related, a variable selection algorithm (CovSel) was applied prior to the 
classification and regression tree (CART) technique. The CovSel algo-
rithm enables variable selection based on global covariance across all the 
responses (Roger et  al., 2011). In addition, the CART technique can 
be used to select the variables that are most important in discriminat-
ing two factors (Berk, 2016). The CART models were built using the 
ChemFlow interface within Galaxy (https://chemproject.org/wakka.
php?wiki=ChemFlow). In order to obtain models taking into account 
the variability among the cell wall compositions, we choose not to mod-
ify the default parameters even if the CART models could be improved 
by removing variables, forcing splits and splitting on linear combinations 
of variables (Vayssieres et al., 2000). The CART-based model was first set 
up on a calibration dataset (representing 80% of the total spectra) and 
then validated on a validation dataset (representing 20% of the total spec-
tra). A confusion table was then produced to validate the model. Model 
performance was evaluated using the following parameters:

	 Accuracy =
+∑

∑
( )true positive true negative

total population
	

	 specificity =
+

∑
∑

true positive

true positive false negative( )
	

	 sensitivity =
+

∑
∑

true negative

truenegative false positive( )
	

	
predictive positive value =

+
∑

∑
true positive

true positive fa( llse positive)
	

	
and negative predictive value = ∑

∑
true negative

truenegativ( ee false negative+ )
	

In the comparison of the two genotypes, the true positive and true nega-
tive represent the number of wild-type or sweet11-1 sweet12-1 spectra 
that were correctly classified by the model. The false positive and false 
negative represent the number of wild-type or sweet11-1 sweet12-1 spec-
tra that were incorrectly classified by the mode.

Results and discussion

SR-FTIR allows the identification of unique spectral 
fingerprints for the floral stem vascular tissues

In the Arabidopsis floral stem, vascular tissues are organized 
as a series of bundles that are connected by the interfascicular 
cambium (Supplementary Fig. S1A). In each bundle, special-
ized conducting cells are subjected to high pressures as the 
facilitate sap flow, with hydrostatic pressure reaching upwards 
of 30 atmospheres in the sieve elements (Sjölund, 1997) while 
the xylem vessels are characterized by negative pressure. Cell-
specific cell wall composition is a crucial part of conferring 
resistance to such pressure. A majority of previous research has 
focused on determining xylem cell wall composition, while 
phloem tissue has received limited attention.

By harnessing the spatial resolution provided by synchro-
tron light (8 × 8 µm acquisition zone), we acquired spectra for 
phloem and xylem tissues of the Arabidopsis wild-type flo-
ral stem (Fig.  1 and Supplementary S1A). The spectra were 
baseline-corrected, area-normalized, and the mean spectrum 
for each tissue was calculated and plotted (Fig. 2A). Principal 
component analysis (PCA) was used to identify potential spec-
tral fingerprints of the vascular tissues, with the first two com-
ponents explaining 54% and 8% of the total variance (Fig. 2B). 
Component 1 clearly discriminated the phloem and xylem IR 
spectra. The loading plot of PC1 revealed that the xylem cell 
walls were characterized by a set of bands corresponding to 
guaiacyl ring breathing with carbonyl stretching (1269 cm−1) 
(Kubo and Kadla, 2005), -C-H- deformation in the guaia-
cyl ring with -C-O- deformation in the primary alcohol 
(1030 cm−1) (Kubo and Kadla, 2005), and -C-C- linkage of 
G-condensed units (1060 cm−1). This suggested that the xylem 
cell walls were mainly composed of G-type lignin (Fig. 2C and 
Table 1), and this was in agreement with previous observations 
from Arabidopsis that showed that G-type lignin is respon-
sible for the extra-thickening of the xylem vessel cell wall 
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(Schuetz et al., 2013). In addition, the loading plot highlighted 
several wavenumbers (1045, 1369, 1230–1235, 1743, 1245, 
1735–1740 cm−1) that are related to hemicellulose enrichment 
in xylem cell walls, as has been previously reported for the 

Arabidopsis floral stem (Table 1; Sibout et  al., 2005; Öhman 
et al., 2013). However, some of these bands may partly overlap 
with the lignin bands (1236, 1371 and 1736 cm−1) (Faix, 1991; 
Özparpucu et al., 2018).

Interestingly, wavenumbers associated with pectic polysac-
charides (1245 and 1762 cm−1) were also found to be more 
descriptive of the xylem than of the phloem cell walls (Fig. 2C 
and Table 1), even though pectins are not an abundant compo-
nent of SCWs. However, pectin methylesterification appears to 
be a prerequisite for the lignin modification that occurs during 
SCW deposition in xylem cells (Pelloux et al., 2007). In add-
ition, several Arabidopsis mutants that are deficient in various 
pectins have been shown to present defects in SCW formation 
(Persson et al., 2007; Lefebvre et al., 2011).

With respect to the phloem cell wall composition, the load-
ing plot of PC1 showed numerous wavenumbers related to pec-
tic polysaccharides, cellulose, and hemicelluloses (Fig. 2C and 
Table 1). For instance, the bands at 1639 cm−1 and 1677 cm−1 
are characteristic of the -COOH- group of acidic pectins 
present in the primary cell wall (Mouille et al., 2006), while 
wavenumbers at 1111, 1157, and 1550 cm−1 describe cellulose 
polymers (Table 1). In addition, wavenumbers at 1442 cm−1 and 
1475 cm−1 were unique for phloem cell walls. The 1442 cm−1 
band has been previously reported to describe the hypocotyl 
primary cell wall of a cellulose-deficient mutant, but the func-
tional group that it represents still needs to be verified (Mouille 
et al., 2003). Overall, these results suggested that the cell wall 
composition of phloem tissue, including phloem parenchyma 
cells, companion cells, and sieve elements, is more closely 
related to primary cell wall composition even though cell wall 
thickening is commonly observed in sieve elements (SEs) (Esau 
and Cheadle, 1958). The nature of this thickening has not yet 
been completely clarified, but the current evidence favors a 
pectin-based composition (Freshour et al., 1996; Torode et al., 
2018). The marker IR bands we identified in our tissue samples 
support these findings. Based the role of SEs in transporting 
phloem sap, it was initially surprising that pectins, which have 
been traditionally related to cellular expansion, can be found 
in a tissue that experiences high pressure during sap flow. The 
recent characterization of an antibody against branched pectic 
galactan that specifically binds to the cell walls of SEs has led to 
the suggestion that the role of pectin in these cell walls could 
be the maintenance of elastic properties required for with-
standing high turgor pressure (Torode et al., 2018). In addition, 
the application of atomic force microscopy (AFM) has shown 
that the mechanical properties of phloem SE cell walls differ 
from those of cells from the surrounding tissue and display a 
higher elasticity (Johnson, 2018; Torode et al., 2018). The recent 
development of nano-IR techniques that combine AFM and 
synchrotron IR light (Pereira et al., 2018) will provide further 
possibilities for exploring the cell wall heterogeneity that exists 
among different vascular cell types. Furthermore, the imple-
mentation of microfluidic infrared spectroscopy to study plant 
samples in a liquid environment represents important progress 
(Devaux et al., 2018), especially in studying plant tissues that 
are no longer accessible after the dehydration process that is 
usually required for IR analysis, such as the phloem tissue.

Fig. 2.  Principal component analysis (PCA) of infrared spectra obtained 
from phloem and xylem cells of Arabidopsis wild-type floral stems. (A) 
Average spectra for wild-type phloem and xylem tissues obtained by 
synchrotron radiation-based Fourier-transformed infrared spectroscopy 
(SR-FTIR) microscopy. Spectra were baseline-corrected and area-
normalized in the range of 1800–850 cm−1. (B) Comparison of phloem 
and xylem cell wall composition by multivariate analysis. Spectra from 
xylem and phloem cell walls are compared based on PC1 and PC2 from 
the PCA, and the plot shows that the cell wall spectral signatures can be 
differentiated. (C) The corresponding loading plot of the PC1 axis.
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Phloem cell wall composition is impaired in the  
double-mutant sweet11-1 sweet12-1

In addition to its presence in the xylem, SWEET11 and 
SWEET12 expression has also been detected in phloem tissue, 
with the signal arising from the phloem parenchyma cells (Chen 
et al., 2012; Le Hir et al., 2015). Using conventional FTIR, we 
previously showed that the double-mutant sweet11-1 sweet12-1 
has defects in xylem SCW composition (Le Hir et  al., 2015); 
however, the spatial resolution did not allow us to analyse the 
walls of small phloem cells. In this present study, we took advan-
tage of the higher spatial resolution provided by SR-FTIR to 
determine whether we could confirm the modifications pre-
viously observed in the xylem cell walls and whether it was 
possible to analyse the walls of the phloem cells. Thus, phloem 
and xylem IR spectra were recorded from the floral stem of 
the sweet11-1 sweet12-1 double-mutant and compared to spec-
tra acquired from the wild-type (Fig. 1). The mean spectra for 
wild-type and double-mutant tissues were compared after base-
line-correction and area-normalization over the 1800–850 cm−1 
range (Supplementary Fig. S2A, E). Next, the areas under the 
cellulose (C-O and C-C stretching) (930–1180 cm−1), the hemi-
cellulose (1695–1770  cm−1), and/or lignin (1475–1520  cm−1) 
peaks, together with their respective ratios, were measured (Fig. 3, 
Supplementary Fig. S2B–D, F, G). A significant decrease in the lig-
nin peak area of the xylem tissue was measured between the gen-
otypes (Supplementary Fig. S2D), while significant increases in 
the cellulose and the hemicelluloses peak areas were observed in 
xylem cell walls in the double-mutant compared to the wild-type 
(Supplementary Fig. S2B, C). The phloem tissue analysis showed 

that there was no significant difference in cellulose between the 
two genotypes (Supplementary Fig.  S2F), while the peak area 
for hemicelluloses in the double-mutant was significantly greater 
that that of the wild-type (Supplementary Fig. S2G). More pre-
cisely, while the xylem cell walls of both genotypes showed simi-
lar cellulose/hemicellulose ratios (Fig. 3A), the phloem cell walls 
of the double-mutant demonstrated a disequilibrium in the ratio 
(Fig. 3B). Thus, the results showed that in addition to affecting 
xylem cell wall composition, mutations in both the SWEET11 
and SWEET12 genes also affected the phloem cell wall com-
position. Whilst additional experiments need to be performed to 
strengthen this conclusion, our results are enough to suggest that 
these mutations seem to only affect the hemicellulose compos-
ition of phloem cell walls.

In order to further identify wavenumbers that could be spe-
cifically associated with the sweet11-1 sweet12-1 double-mutant, 
we applied a CART analysis procedure. For this, our original 
dataset was split into calibration (80% of the total dataset) and 
validation (20% of the total dataset) datasets, after which the 
CovSel algorithm was applied to the calibration dataset to iden-
tify the 10 wavenumbers with maximum covariance (Roger 
et al., 2011). The CART tree resulting from the analysis showed 
that, out of the 10 selected, only five IR wavenumbers—at 891, 
1086, 1369, 1562, and 1712 cm−1—could be used to distinguish 
between the wild-type and sweet11-1 sweet12-1 phloem spec-
tra (Fig. 3C). To evaluate the performance of this analysis, the 
CART model obtained from the calibration dataset was used 
as an input and applied on the validation dataset. The results for 
both genotypes for the model calibration (after 10-fold cross-
validation) and validation datasets are summarized in Table  2. 

Table 1.  Assignment of the infrared wavenumbers found to differentiate xylem and phloem tissues of the wild-type Arabidopsis floral stem

Tissue FTIR wavenumber (cm−1) Assignment Polymer

Xylem 1510 G-type lignin (Faix, 1991) Lignin
1595 G-type lignin (Faix, 1991) Lignin
1269 Guaiacyl ring breathing with carbonyl stretching (Kubo and Kadla, 2005) Lignin
1030 C-H deformation in guaiacyl with C-O deformation in the primary alcohol  

(Kubo and Kadla, 2005)
Lignin

1060 C-C linkage of G condensed unit (Sibout et al., 2005) Lignin
1045 C-O-C contribution of xylan (Brown et al., 2009) Hemicellulose
1369 Deformation of the C-H linkages in the methyl group of O-acetyl moieties 

(Mohebby, 2010)
Hemicellulose

1230–1235 C=O/C-O linkages stretching vibrations (Mohebby, 2010) Hemicellulose
1743 Stretching of the free carbonyl group (Owen and Thomas, 1989) Hemicellulose
1245 C-O stretch (Faix, 1991) Hemicellulose
1735–1740 C=O stretching in glucuronic acid (xylan) (Marchessault, 1962;  

Marchessault and Liang, 1962)
Hemicellulose

1762 Esterified pectins (Kačuráková et al., 2002) Pectins
Phloem 1639 COOH group (Mouille et al., 2006) Acidic pectins

1677 COOH group (Mouille et al., 2006) Acidic pectins
1157 C-O-C linkages of cellulose (Kačuráková et al., 2002) Cellulose
1442 To be assigned (Mouille et al., 2003) Related to primary cell wall
1111 In plane ring stretching (Bekiaris et al., 2015) Cellulose
1712 C=0 stretch (Kačuráková et al., 2002) Pectins

978 Xylan-type polysaccharides (Brown et al., 2005) Hemicellulose
958 Sugar ring vibrations (Kačuráková et al., 2002) Pectins

1475 To be assigned To be assigned
1550 Carboxylates (Mouille et al., 2006) Cellulose
1774 To be assigned Esterified pectins
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When applied on the calibration dataset, the CART model cor-
rectly classified 88.6% of the wild-type spectra (specificity) and 
92.5% (sensitivity) of the double-mutant spectra. When applied 
on the validation dataset, the model correctly classified 82.7% 
(specificity) and 79.5% (sensitivity) of the wild-type and double-
mutant spectra, respectively. Moreover, the predictive positive 
value (PPV) of the validation model was calculated to be 75%, 
which meant that most of the identified wild-type spectra were 
not false positives (Table 2), whilst the negative predictive value 
(NPV) of the model was determined to be 86.1%, which meant 
that a majority of the identified sweet11-1 sweet12-1 spectra were 
not false positives (Table 2). Overall, the CART model was able 
to accurately predict 80.8% of the spectra present in the valida-
tion dataset (Table 2). Thus, the CART model produced using 
the calibration dataset could discriminate between the geno-
types based only on the analysis of five major FTIR wavenum-
bers. Among these marker wavenumbers, the one at 891 cm−1 
can be linked to the cellulose fingerprint region (Kačuráková 
et al., 2002) while the 1086 cm−1 and 1369 cm−1 wavenumbers 
can be assigned to hemicelluloses (Robin et  al., 2003; Brown 
et al., 2005). In addition, the 1712 cm−1 wavenumber could be 
related to carboxylic acid residues found in polygalacturonic acid 
(Pawar et al., 2013). The remaining wavenumber, 1562 cm−1, still 
needs to be assigned to a cell wall compound. Interestingly, using 
conventional FTIR technique, we previously found that the 
1369 cm−1 wavenumber can differentiate wild-type xylem cell 
walls from those of the sweet11-1 sweet12-1 double-mutant (Le 
Hir et al., 2015). This wavenumber is related to the deformation 
of C–H linkages in the methyl group of O-acetyl moieties and 
could thus represent differences in xylan acetylation (Mohebby, 
2010). Therefore, the present results suggest that modifications 
in sugar homeostasis in plant vascular tissues predominantly 

Fig. 3.  Comparative analysis of synchrotron radiation-based Fourier-
transformed infrared spectroscopy (SR-FTIR) spectra for xylem and 
phloem of Arabidopsis wild-type (WT) and the sweet11-1 sweet12-1 
double-mutant (DM). Box-plot representation of the hemicellulose/cellulose 
ratio of (A) the xylem and (B) the phloem spectra. For the xylem, the box-
and-whisker plots represent values from 521 and 494 individual spectra 
of WT and sweet11-1 sweet12-1 plants, respectively. For the phloem, 
the plots represent values from 314 and 311 individual spectra of WT 
and sweet11-1 sweet12-1 plants, respectively. The diamonds represent 
mean values, lines represent median values, the tops and bottoms of 
the boxes represent the first and third quartiles, respectively, and the 
ends of the whiskers represent maximum and minimum data points. 
Black dots are outliers. Different letters indicate significant differences 
as determined by an approximate Fisher–Pitman permutation test and a 
pairwise comparison test (P<0.05). a.u., arbitrary unit. (C) Classification 
tree as generated by the classification and regression tree (CART) 
method after 10-fold cross-validation of the calibration dataset model, 
which was built using the 850–1800 cm−1 range of phloem spectra. The 
binary classification tree is composed of five classifiers and six terminal 
subgroups. The decision-making process involves the evaluation of if–then 
rules of each node from top to bottom, which eventually reaches a terminal 
node with the designated class outcome. The numbers in each terminal 
subgroup represent numbers of either WT or DM spectra.

Table 2.  Classification results for using FTIR wavenumbers to 
predict which genotype a phloem tissue sample represents, 
with the model calibration dataset (80% of total dataset) using a 
10-fold cross-validation method, and the validation dataset (20% 
of total dataset) using a CART-based algorithm

Calibration model 
(after 10-fold 
cross-validation)

Prediction Accuracy
90.5%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Wild-type 125 10 PPV
92.6%

sweet11-1  

sweet12-1

16 124 NPV
88.6%

Sensitivity
88.6%

Specificity
92.5%

Validation model Prediction Accuracy
80.9%wild-type sweet11-1  

sweet12-1

Wild-type 24 8 PPV
75%

sweet11-1  

sweet12-1

5 31 NPV
86.1%

Sensitivity
82.7%

Specificity
79.5%

NPV, negative predictive value; PPV, positive predictive value.
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influence the cellulose and/or xylan composition of cell walls 
regardless of cell type.

We have previously postulated that the maintenance of sugar 
homeostasis among the xylem parenchyma cells and xylem 
vessels/fibers influences the production of a normal cell wall 
(Le Hir et al., 2015). Here, we showed that it also constitutes 
a limiting step for the formation of phloem cell walls. Since 
SWEET11 and SWEET12 are expressed in the phloem and 
xylem parenchyma cells and participate in sugar influx or 
efflux across the plasma membrane (Chen et al., 2012; Le Hir 
et al., 2015), our data suggest that SWEET11 and SWEET12 
might also be important for cell wall formation in vascular par-
enchyma cells. Interestingly, recent research has found vascular 

parenchyma cells to be crucial in the supply of monolignols to 
developing xylem vessels (Smith et al., 2017). Therefore, it can 
be postulated that movement of sugar (sucrose and/or hexoses) 
across a gradient, mediated by SWEET11 and/or SWEET12, 
could also occur between vascular parenchyma cells and other 
developing vascular cells to drive cell wall formation.

Identification of new Raman shift markers that describe 
the composition of cell walls between different xylem 
cell types in the wild-type Arabidopsis floral stem

Xylem SCW formation constitutes a large pool of the total 
biomass of the plant. For instance, the xylem vessels and fibers 

Fig. 4.  Raman spectra analysis of the different xylem cell types in Arabidopsis wild-type plants. (A–C) Box-plots of (A) the lignin/C-H stretching band 
ratio, (B) the lignin/C-O and C-C bond stretching ratio, and (C) the C-H stretching band/C-O and C-C bond stretching ratio in secondary cell walls 
between different xylem cell types. The box-and-whisker plots represent values from 51, 139, and 119 individual spectra of cell walls between vessel–
vessel (VV), vessel–fiber (VF), and fiber–fiber (FF), respectively. The diamonds represent mean values, lines represent median values, the tops and 
bottoms of the boxes represent the first and third quartiles, respectively, and the ends of the whiskers represent maximum and minimum data points. 
Black dots are outliers. Different letters above the boxes indicate significant differences as determined by an approximate Fisher–Pitman permutation test 
and a pairwise comparison test (P<0.05). a.u., arbitrary unit. (D) Classification tree as generated by the classification and regression tree (CART) method 
after 10-fold cross-validation of the calibration dataset model, which was built using the 1000–1800 cm−1 range from the Raman spectra of different 
xylem cell types. The binary classification tree is composed of four classifiers and five terminal subgroups. The decision-making process involves the 
evaluation of if–then rules of each node from top to bottom, which eventually reaches a terminal node with the designated class outcome. The numbers 
in each terminal subgroup stand for the number of VV, VF, or FF spectra.
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are surrounded by a thick SCW that is 80% cellulose and hemi-
celluloses and 20% lignin (Marriott et  al., 2016). When the 
Arabidopsis floral stem is considered at the cellular level, xylem 
vessels and fibers demonstrate heterogeneous cell wall compos-
ition due to differences in the lignin monomer(s) with which 
the cell wall is enriched (Schuetz et al., 2013). Unfortunately, 
we still lack a complete description of the polysaccharide com-
position of xylem vessel and fiber cell walls. We took advantage 
of the spatial resolution provided by Raman microspectroscopy 
to precisely characterize the composition of cell walls between 
xylem vessels (VV), between xylem vessels and xylem fibers 
(VF), and between xylem fibers (FF) in the Arabidopsis wild-
type floral stem (Figs 1, 4, Supplementary Figs S1C, S3).

The mean Raman spectra for the various xylem cell types 
showed that fiber cell wall composition differed in comparison 
to that of the other two cell types (Supplementary Fig. S3A). 
To test whether these differences were statistically significant, 
we calculated ratios of spectral peaks areas from already-known 
Raman shift markers, namely from 2775 to 3125 cm−1 (the com-
posite C-H stretching bands comprising cellulose and hemicel-
luloses), from 1550 to 1700 cm−1 (lignin Raman shift), and from 
1080 to 1140 cm−1 (C-O and C-C bond stretches of cellulose) 
(Schmidt et  al., 2010; Agarwal, 2014) (Fig. 4). Based on these 
measurements, the VV and VF cell walls in wild-type Arabidopsis 
plants could not be distinguished statistically (Fig.  4A–C). 
However, the ratio of lignin to C-H bonds as well as the ratio 
of lignin to C-O bonds could significantly discriminate the cell 
walls between xylem fibers (FF) from those between xylem ves-
sels (VV) and xylem vessels and fibers (VF) (Fig. 4A, B). There 
were no significant differences in the ratio of C-H bonds to 
C-O bonds between the cell types (Fig.  4C). Therefore, the 
observed differences between cell walls between VV, VF, and FF 
could mainly be attributed to a lower intensity of the aromatic-
ring stretching vibration (1598 cm−1) in the cell walls between 
xylem fibers (Supplementary Fig. S3A) (Özparpucu et al., 2017).

To further identify Raman shifts associated with differ-
ent xylem cell types, a CART-based classification method was 
applied on the 1000–1800  cm−1 Raman shift range, which 
includes the predominant constituents of the xylem cell wall 
(Prats Mateu et al., 2016; Özparpucu et al., 2017). The CART 
model was built on the calibration dataset (80% of the total data-
set), without a variable selection step, and the resulting classifi-
cation tree showed that only four Raman shifts were sufficient 
to distinguish the three different cell wall types (Fig. 4D). The 
overall accuracy of the model produced from the calibration 
dataset was 85.9%, with good prediction values (PPV) of 100%, 
77.7%, and 83.3% for the VV, VF, and FF groups, respectively 
(Table 3). This model was then applied to the validation dataset 
(20% of the total dataset) and showed an accuracy value of 80%, 
which is close to that of the calibration dataset. Even though the 
predictive sensitivity for spectra between adjacent xylem vessels 
(VV) was low, with only 50% of spectra correctly classified, the 
PPVs for VF and FF spectra (87.5 and 100%, respectively) were 
good (Table 3). Therefore, our CART model can be used to 
distinguish VF and FF spectra, but the results should be inter-
preted with caution in the case of VV spectra. Nevertheless, our 
data showed that the 1038, 1118, 1408, and 1258 cm−1 Raman 
shifts can be used to discriminate most of the different xylem 

cell wall types in wild-type Arabidopsis plants. Interestingly, the 
band around 1038  cm−1 has been reported to describe C-O 
stretching of mannan oligosaccharides (Maru et al., 2015) while 
the Raman shift around 1256 cm−1 has been linked to hemi-
celluloses (Gierlinger et  al., 2008). The bands at 1121  cm−1 
[symmetric υ(COC) glycosidic bond] and 1408 cm−1 [δ(CH2) 
region] have also been assigned to cellulose (Edwards et  al., 
1997; Chylińska et al., 2014).

Earlier studies in Arabidopsis have clearly established that the 
cell walls of xylem interfascicular fibers and xylem vessels dif-
fer in terms of their lignin monomer composition (Schuetz 
et al., 2013). In addition, results from poplar have suggested that 
the cell wall composition of xylem fibers is an intermediate 
between that of the interfasicular fibers and the vessels (Gorzsás 
et al., 2011). Time-of-flight secondary ion mass spectrometry 
has previously been applied to measure differences in the syrin-
gyl/guaiacyl ratio between xylem fibers and vessels in Populus 
(Tolbert et al., 2016). Our present work shows that a combin-
ation of Raman shifts assigned to cellulose and hemicelluloses 
can also distinguish xylem cell types. This is in agreement with 
previous research, as the immunolabelling of mannan epitopes 
(LM10 and LM11 antibodies) in the Arabidopsis floral stem 
revealed a higher signal intensity in xylem fibers than in vessels 
(Kim and Daniel, 2012). This could suggest that these com-
pounds are more important for mechanical support than for 
water conduction (Kim and Daniel, 2012).

Table 3.  Classification results for using Raman shifts to predict 
different xylem cell types, with the model calibration dataset (80% 
of the total dataset) using a 10-fold cross-validation method, and 
the validation dataset (20% of the total dataset) using a CART-
based algorithm

Raman prediction Accuracy
85.9%VV VF FF

Calibration  
model  
(after 10-fold 
cross-validation)

VV 18 0 0 PPV/NPV
100%/86.9%

VF 6 27 1 PPV/NPV
77.7%/90%

FF 0 2 10 PPV/NPV
83.3%/98%

Sensitivity/ 
Specificity
0.75/0.869

Sensitivity/ 
Specificity 
0.931/0.72

Sensitivity/ 
Specificity 
0.90/0.962

Raman prediction Accuracy
80%VV VF FF

Validation model VV 4 4 0 PPV/NPV
50%/84.6%

VF 0 14 2 PPV/NPV
87.5%/71.4%

FF 0 0 6 PPV/NPV
100%/91.6%

Sensitivity/ 
Specificity
100%/84.6%

Sensitivity/ 
Specificity 
77.7%/83.3%

Sensitivity/ 
Specificity 
75%/100%

For the calculation of the different parameters, one cell type was compared 
to the two others. FF, cell wall between two xylem fibers; VF, cell wall 
between xylem vessel and fiber; VV, cell wall between two xylem vessels; 
NPV, negative predictive value; PPV, positive predictive value.
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Disruption of SWEET11 and SWEET12 expression 
differentially affects the cell wall composition of 
different xylem cell types

To further understand how modifications in facilitated sugar 
transport influence xylem SCW formation, we acquired 
Raman spectra for different xylem cell types from the sweet11-1 
sweet12-1 double-mutant (Fig. 1). As described above, CART-
based classifications were built to compare the different xylem 
cell types from both genotypes. For each cell type (VV, VF, or 
FF), the original dataset was split into calibration dataset and 
validation datasets, after which the CovSel algorithm was 
applied on the calibration dataset to select the 10 Raman shifts 
showing maximum covariance. The CART models were then 
built on the calibration datasets and later applied on the valid-
ation datasets (Tables 4–6). The resulting CART tree classifica-
tions are shown in Fig. 5. For cell walls between adjacent xylem 
vessels, two Raman shifts, 1001 cm−1 and 1093 cm−1, were suf-
ficient to differentiate the wild-type and double-mutant spec-
tra (Fig. 5A). Interestingly, these two Raman shifts have been 
shown to be associated with cellulose compounds (Gierlinger 
and Schwanninger, 2007; Özparpucu et al., 2017). The model 
performance was estimated for both calibration and validation 
datasets (Table 4), which demonstrated that it could accurately 
discriminate spectra from both genotypes since the overall 
accuracy, sensitivity, specificity, PPV, and NPV calculated for the 
validation dataset were between 76% and 90% (Table 4).

Data obtained from the CART model produced using Raman 
spectra acquired for the walls between xylem vessels and fibers 
(VF spectra) showed that seven Raman shifts—at 1093, 1134, 
1296, 1372, 1606, 1618, and 1743 cm−1—could be used to dis-
criminate the genotypes (Fig. 5B). The 1093 cm−1 shift appeared 

three times and the 1296 cm−1 and 1743 cm−1 shifts appeared 
twice in the CART tree, suggesting that these three shifts were 
most important in discriminating the two genotypes (Fig. 5B). 
From previous studies, the 1093 cm−1 and 1372 cm−1 shifts are 

Table 5.  Classification results for using Raman shifts to predict 
which genotype is represented by cell walls between a xylem 
vessel and fiber, with the model calibration dataset (80% of 
total dataset) using a 10-fold cross-validation method, and the 
validation dataset (20% of total dataset) using a CART-based 
algorithm

Raman prediction Accuracy
84.8%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Calibration  
model  
(after 10-fold 
cross-validation)

Wild-type 82 12 PPV
87.2%

sweet11-1 

sweet12-1

30 152 NPV
83.5%

Sensitivity
73.2%

Specificity
92.7%

Raman prediction Accuracy
88.4%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Validation model Wild-type 17 6 PPV
73.9%

sweet11-1 

sweet12-1

2 44 NPV
95.6%

Sensitivity
89.5%

Specificity
88%

NPV, negative predictive value; PPV, positive predictive value.

Table 4.  Classification results for using Raman shifts to predict 
which genotype is represented by cell walls between xylem 
vessels, with the model calibration dataset (80% of total dataset) 
using a 10-fold cross-validation method, and the validation 
dataset (20% of total dataset) using a CART-based algorithm

Raman prediction Accuracy
88.9%Wild-type sweet11-I 

sweet12-1

Calibration model  
(after 10-fold  
cross-validation)

Wild-type 33 2 PPV
94.3%

sweet11-1 

sweet12-1

7 39 NPV
84.8%

Sensitivity
82.5%

Specificity
95.1%

Raman prediction Accuracy
84.2%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Validation model Wild-type 10 1 PPV
90.9%

sweet11-1 

sweet12-1

2 6 NPV
75%

Sensitivity
83.3%

Specificity
85.7%

NPV, negative predictive value; PPV, positive predictive value.

Table 6.  Classification results for using Raman shifts to predict 
which genotype is represented by cell walls between xylem fibers, 
with the model calibration dataset (80% of total dataset) using a 
10-fold cross-validation method, and the validation dataset (20% 
of total dataset) using a CART-based algorithm

Raman prediction Accuracy
83.8%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Calibration  
model  
(after 10-fold 
cross-validation)

Wild-type 90 14 PPV
86.5%

sweet11-1 

sweet12-1

11 39 NPV
78%

Sensitivity
89.1%

Specificity
73.6%

Raman prediction Accuracy
73.7%Wild-type sweet11-1 

sweet12-1

Validation model Wild-type 14 3 PPV
82.3%

sweet11-1 

sweet12-1

7 14 NPV
66.7%

Sensitivity
66.7%

Specificity
82.3%

NPV, negative predictive value; PPV, positive predictive value.
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related to cellulose (Chylinska et  al., 2014; Özparpucu et  al., 
2017), while the 1743 cm−1 is assigned to the υ(C=O) ester in 
pectins or hemicellulose compounds (Chylinska et al., 2014). The 
1606 cm−1 and 1618 cm−1 shifts have been reported to describe 
lignin bands (Prats Mateu et al., 2016). The performance of the 
model produced from VF spectra (for both calibration and valid-
ation datasets) was similar to the model reported above.

Finally, the CART tree built using the spectra acquired for the 
walls between adjacent xylem fibers (FF spectra) showed that four 
Raman shifts could be used to discriminate between the wild-type 
and double-mutant spectra. These shifts occurred at 1134, 1332, 
1597, and 1691 cm−1 (Fig. 5C), and were combined differently 
to distinguish the genotypes. The 1332 cm−1 and 1597 cm−1 shifts 
were used twice in the classification trees, suggesting that both of 
them were important in differentiating the wild-type and double-
mutant xylem fiber cell walls (Fig. 5C). Interestingly, both bands 
are related to lignin compounds (1332 cm−1, aliphatic O-H bend-
ing; 1597 cm−1, aromatic-ring stretching) (Özparpucu et al., 2017). 
The different descriptors for the models built from the calibration 
and validation datasets ranged from 67% to 89%, suggesting that 

the models can be used to distinguish the xylem fiber cell wall 
compositions of the two genotypes studied (Table 6).

To summarize, it seemed that Raman shifts that discriminated 
cell walls between xylem vessels of the two genotypes were 
related to polysaccharides while the cell walls between xylem 
vessel/fibers and between adjacent fibers of the two genotypes 
could be discriminated using both lignin and polysaccharides 
shifts. The application of a CART-based analysis enabled us to 
identify new Raman shifts that could be used to better charac-
terize the double-mutant in a cell-specific manner. Interestingly, 
our previous analysis of the xylem cell walls of the sweet11-1 
sweet12-1 double-mutant did not reveal modifications in lignin 
composition (Le Hir et al., 2015). Whilst further experiments 
are required to confirm these results, these discrepancies can 
be explained by the application of Raman microspectroscopy, 
which provides a spatial resolution of 2 × 2 µm and therefore 
makes it possible to investigate individual cell types. This level 
of precision suggests that the differences observed between the 
wild-type and the sweet11-1 sweet12-1 double-mutant could 
depend on the type of xylem cell being analysed.

Fig. 5.  Classification and regression tree (CART) grouping of xylem Raman spectra for Arabidopsis wild-type (WT) and sweet11-1 sweet12-1 double-
mutant (DM) plants. The classification trees were generated by the CART method after 10-fold cross-validation of the calibration dataset model, which 
was built using the 1800–1000 cm−1 range from the Raman spectra of cell walls between two xylem vessels (A), between a xylem vessel and a fiber 
(B), and between two xylem fibers (C). The decision-making process involves the evaluation of if–then rules of each node from top to bottom, which 
eventually reaches a terminal node with the designated class outcome. The numbers in each terminal subgroup stand for the number of either WT or DM 
spectra.
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Conclusions

Synchrotron radiation FTIR and Raman spectroscopy are pow-
erful tools for studying the composition of cell walls in plants 
both at the tissue and cellular level. Here, the application of 
SR-FTIR allowed us to picture the composition of phloem tis-
sue in the floral stem of Arabidopsis. Furthermore, CART-based 
classification, calculated using the Raman spectra acquired for 
different xylem cell types, also identified spectral wavenumbers 
that could be used to discriminate xylem cell types based on 
their cellulose and hemicellulose composition. We used both 
techniques to analyse the phenotype of the double-mutant 
sweet11-1 sweet12-1, which is not a cell wall biosynthesis mutant 
but instead is deficient in the expression of two sugar facili-
tators that exist in vascular parenchyma cells. We therefore did 
not expect to find any major variations in the cell wall compo-
sition. However, with both techniques we observed small but 
significant differences between the genotypes at the tissue and 
cell level, which support the use of SR-FTIR and Raman spec-
troscopy to study fine variations of the cell wall composition 
that may be missed when analysing a greater acquisition zone 
with conventional FTIR, as described in our previous experi-
ments (Le Hir et al., 2015). In addition, the research approach 
presented here offers the possibility of studying changes in cell 
wall polysaccharide composition at the cellular level and could 
be applied to examining how nutrient transport affects cell wall 
formation in the vascular tissue of both herbaceous and ligneous 
species. Furthermore, this approach provides the potential for 
studying mutants affected in lignin biosynthesis and structure in 
the different xylem cell types, including, for example, compari-
sons between xylary fibers and interfascicular fibers.

Supplementary data

Supplementary data are available at JXB online.
Fig. S1. Illustration of the different spatial resolutions offered 

by vibrational spectroscopy techniques.
Fig. S2. Comparison of SR-FTIR peak areas of cellulose, 

hemicelluloses, and lignin between xylem or phloem tissues 
from wild-type and sweet11-1sweet12-1 plants.

Fig. S3. Average Raman spectra for the different xylem cell 
types in the wild-type and sweet11-1 sweet12-1 plants.
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I. Introduction 

Face aux modifications climatiques que connait le monde actuel, une meilleure 

compréhension de la réponse des plantes aux changements environnementaux est cruciale. En 

effet, le réchauffement climatique entraîne des fluctuations importantes telles que 

l’accentuation des périodes de sécheresse dans certaines régions du monde ou l’engorgement 

des sols dans d’autres, des variations de températures importantes, une salinisation des sols ou 

encore une élévation de la concentration en CO2 dans l’air environnant. Ces variations 

environnementales influencent la croissance et le développement des plantes (Lemoine et al., 

2013) et impactent ainsi la production agronomique (Phukan et al., 2018). De nombreuses 

études se sont concentrées sur l’impact des contraintes environnementales sur la croissance et 

le développement des plantes, en focalisant les recherches sur les mécanismes moléculaires 

sous-jacents aux stratégies mises en place par les plantes. Dans ce chapitre, les mutants sweet 

ont été analysés dans différentes conditions induisant une contrainte osmotique. Dans la 

littérature, la réponse à la contrainte osmotique a été analysée après différents traitements 

mettant en jeu (1) une sécheresse des sols qui entraîne une diminution de l’eau puisée par les 

racines, (2) de fortes concentrations en sels dans le sol ou (3) des températures basses qui 

impactent la physiologie de la plante (Verslues et al., 2006 ; Krasensky et Jonak, 2012). En cas 

de contrainte osmotique, il a été montré une réduction de la croissance foliaire, ayant pour but 

de limiter la perte en eau par évapotranspiration (Boyer, 1970), et de la croissance racinaire 

(Durand et al., 2018).  On observe une réduction de la division cellulaire (Tardieu et al., 2000) 

et une rigidification des parois cellulaires empêchant l’élongation cellulaire (Cosgrove, 2005). 

Afin de résister à ces différents stress, les plantes modifient l’homéostasie des sucres 

(Pommerrenig et al., 2018). Ainsi une accumulation de sucres et une modification du transport 

des sucres ont été observées en conditions de sècheresse (Rolland et al., 2006 ; Durand et al., 

2018) ou en réponse à des températures fraiches (pour revue Yamada et al., 2018). Les sucres 

permettraient ainsi de réguler la pression osmotique en jouant un rôle d’osmoprotectant et 

permettraient également de lutter contre la production délétère des espèces réactives de 

l’oxygène (Yamada et al., 2018 ; Pommerrenig et al., 2018). Chez Arabidopsis thaliana, 

certains membres de la famille de transporteurs SWEET sont impliqués dans la réponse aux 

stress abiotiques (Klemens et al., 2013 ; Chandran et al., 2015 ; Le Hir et al., 2015 ; Phukan et 

al., 2018 ; Wang et al., 2018 ; Zhou et al., 2018a ; Zhou et al., 2018b). Cependant, les 

mécanismes mis en place par la plante dépendent du type de stress, de son intensité, sa 

fréquence, sa durée et surtout du stade de développement de la plante auquel il survient. Peu 
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d’études ont été réalisées concernant les effets d’un stress, appliqué pendant la phase végétative 

ou la phase reproductive, sur le développement du système vasculaire dans la hampe florale 

(Sellami et al., 2019a ; Sellami et al., 2019b).  

Dans le cadre de cette partie, nous nous sommes concentrés sur l’impact d’une contrainte 

osmotique, appliquée à un stade de développement végétatif, sur le développement de la hampe 

florale (Figure 64). Dans ce chapitre, la première partie aborde l’impact des températures basses 

(i.e. gel et température fraîche), à un stade végétatif, sur le développement des plantes pour 

lesquelles le transport des sucres est perturbé dans le système vasculaire. La seconde partie 

présente les travaux réalisés dans l’équipe sur l’application d’un stress salin et auxquels j’ai été 

associée en tant que co-auteur dans une publication. Enfin, la dernière partie présente les 

résultats obtenus concernant le développement de la rosette des différents mutants sweet en 

situation de contrainte sécheresse. Ce chapitre devrait permettre de mieux appréhender, en 

situation de contrainte osmotique appliquée à un stade végétatif, le rôle des échanges de sucres 

et les conséquences de leur perturbation sur le développement de la rosette et de la hampe 

florale. (Figure 64).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 64 : Représentation schématique des différents types de contraintes 

environnementales explorées dans ce chapitre 
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II. Résultats 

 

1. Réponse des mutants sweets face à des contraintes de températures  

 

1.1. Etude de la tolérance au gel 

Il a été précédemment décrit dans l’équipe que le double mutant swt11swt12 présentait une 

meilleure résistance à une condition de gel à -5°C (Le Hir et al., 2015). Dans cette partie, nous 

avons voulu confirmer ce résultat par une autre technique et étendre l’analyse au double mutant 

swt16swt17, aux triples mutants et au quadruple mutant. Ainsi, deux conditions de stress gel 

ont été testées : -5°C et -7°C, en collaboration avec Carine Géry et Evelyne Téoulé de l’équipe 

Variabilité et Tolérance aux stress abiotiques de l’IJPB selon le protocole publié par l’équipe 

(McKhann et al., 2008). Les graines ont été vernalisées puis semées en poquets en serre avant 

d’être transférées pour une acclimatation à 4°C pendant une semaine puis transférées à -5°C ou 

-7°C durant deux jours. Des photographies des poquets ont été réalisées après leur transfert en 

serre, une semaine après l’application du stress et une échelle de notation a été établie afin 

d’évaluer l’impact de l’application d’un stress gel sur les différentes lignées (Mac Khann et al., 

2015 ; Figure 2). L’échelle s’étend de 0 à 6 et permet de quantifier les dommages causés par le 

stress. En effet, lorsque 100% des plantes sont vivantes la note est de 0, lorsqu’elles sont toutes 

vivantes mais que l’on remarque des chloroses ou brûlures sur certaines feuilles la note est de 

2. Lorsque moins de 50% des plantes sont mortes la note est de 3 alors lorsque plus de la moitié 

des plantes sont mortes, la note est de 4. Enfin, lorsqu’il ne reste qu’une plante vivante, la note 

est de 5 et lorsque toutes les plantes sont mortes la note est de 6 (Figure 65). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 65: Echelle de notation des lésions causées par l’application d’une période 

de gel à -5°C ou -7°C durant deux jours au stade végétatif  

(D’après Mac Khann et al., 2015) 
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Génotype 
Culture 

n°1 
Culture 

n°2 
Culture 

n°3 
Culture 

n°4 
Culture 

n°5 
Culture 

n°6 
Culture 

n°7 
Culture 

n°8 

WT 2,5 3,3 2,3 2,3 3,3 2,8 3,2 4 

swt11swt12 0,8 2 NT NT 2,8 1,8 2,2 3 

swt16swt17 NT NT 2,5 3,5 2 2 2,8 2,5 

swt11swt12swt16 NT 1,8 NT NT 2,3 0,3 2 4 

swt11swt12swt17 NT NT NT NT 2 1 2 3,3 

swt11swt12swt16swt17 NT NT NT NT 3,3 1 2,3 3,7 

 

Chez les plantes de type sauvage, la notation moyenne varie entre 2 et 3 (sauf pour la culture 

n°8), à savoir entre quelques brûlures sur les feuilles (notation 2) ou certaines plantes mortes 

(<50% de plantes mortes, notations 3). L’écotype Col-0 utilisé ici est en effet considéré comme 

plutôt résistant à une période de gel. Le comportement du double mutant swt11swt12 a été testé 

sur 6 cultures différentes et les résultats confirment pour 5 cultures que le double mutant 

swt11swt12 est plus résistant que le type sauvage à une période de gel à -5°C (Tableau IV). La 

réponse du double mutant swt16swt17 est plus complexe puisqu’une meilleure résistance à -

5°C est observée pour 2 cultures sur 6, aucun effet pour 3 cultures sur 6 et une moins bonne 

résistance dans le cas d’une seule culture (Tableau IV). Les triples mutants et le quadruple 

mutant sont globalement plus résistants que le type sauvage dans 3 cultures sur 4 (Tableau IV).  

Se basant sur cette meilleure résistance de certains génotypes, nous avons également testé 

le comportement de ces lignées à un gel de -7°C sur les plantes sauvages, les doubles, les triples 

et le quadruple mutant (Tableau V). 

 

 

Tableau IV : Représentation des notes moyennes obtenues pour chaque génotype après 

deux jours passés à -5°C 

Pour chaque culture, entre 5 et 6 poquets sont notés pour chaque génotype. Le comportement 

de chaque génotype a été testé au moins sur 4 cultures indépendantes. D’après Mac Khann 

et al. (2015), un génotype est considéré significativement différent du type sauvage si la 

différence de notation entre les deux génotypes est au moins supérieure à 1 (casse colorée 

en vert). NT : non testé 
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Chez les plantes de type sauvage, les dégâts observés après une période de gel à -7°C sont 

plus importants qu’à -5°C puisque la moyenne des notes est proche de 4, c’est à dire que plus 

de 50% des plantes sont mortes (Figure 65). Néanmoins, le double mutant swt11swt12 reste 

plus résistant également à une période de gel à -7°C (Tableau V). Concernant les autres 

génotypes, les résultats sont variables d’une culture à l’autre et donc doivent être répétés afin 

d’identifier ou non une meilleure résistance (Tableau V).  

 

1.2. Etude de la tolérance aux températures fraîches 

 

1.2.1. Mise au point expérimentale 

Les études réalisées en réponse à une période de gel ont mis en évidence que le double 

mutant sweet11sweet12, les triples mutants et le quadruple mutant ont une meilleure tolérance 

au stress gel à -5°C et/ou à -7°C alors que le double mutant swt16swt17 n’est globalement pas 

différent du sauvage (Tableaux 1 et 2). Cependant les conditions expérimentales utilisées pour 

évaluer la réponse des mutants à une période de gel ne permettent pas d’analyser la croissance 

et le développement de la hampe florale. Nous avons donc décidé de tester un autre dispositif 

expérimental permettant d’évaluer, non pas l’effet d’une période de gel, mais l’effet d’une 

Génotype Culture n°7 Culture n°8 

WT 3,7 4 

swt11swt12 2,8 3 

swt16swt17 3,7 2,5 

swt11swt12swt16 3,8 4 

swt11swt12swt17 2,9 3,3 

swt11swt12swt16swt17 3,2 3,7 

Tableau V : Représentation des notes moyennes obtenues pour 

chaque génotype après deux jours passés à -7°C 

Pour chaque culture, 6 poquets sont notés pour chaque génotype. 

D’après Mac Khann et al. (2015), un génotype est considéré 

significativement différent du type sauvage si la différence de notation 

entre les deux génotypes est au moins supérieure à 1 (casse colorée en 

vert). 
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période de température fraiche (i.e. 7°C) sur la croissance et le développement de la hampe 

florale. En effet, en conditions naturelles de croissance, les végétaux peuvent être soumis au 

printemps à des températures basses pendant plusieurs jours alors que la majorité d’entre eux 

sont encore au stade végétatif. La question de l’impact de ces températures fraiches sur le 

développement reproducteur ultérieur se pose. C’est cette question que nous avons voulu 

aborder dans cette partie.  

Ainsi, nous avons analysé des plantes sauvages, les doubles mutants swt11swt12 et 

swt16swt17 et le quadruple mutant qui ont été soumis à trois conditions de culture :  

(1) La première condition appelée « Contrôle » correspond à une condition de culture où 

les plantes ont été cultivées à 22°C depuis le semis des graines jusqu’au prélèvement du matériel 

végétal. 

(2) La seconde condition ; appelée « Stress » ; correspond à l’application d’une période de 

température de 7°C durant une semaine pendant le développement végétatif (du 14ème au 21ème 

jour). Avant et après cette semaine, les plantes ont été cultivées à 22°C. Cette condition mime 

donc les conditions climatiques des mois d’avril ces dernières années avec une semaine 

avoisinant 7°C encadrée par des périodes à 22°C.  

(3) Enfin, dans la troisième condition appelée « Développement », les plantes sont cultivées 

à 22°C jusqu’au 14ème jour de croissance puis transférées à 7°C jusqu’au prélèvement des 

échantillons.  

Ces conditions devraient permettre d’évaluer l’impact de cette température fraiche sur le 

développement végétatif et reproducteur.  

 

1.2.2. Impact de l’application d’un stress 7°C durant la période végétative sur la 

croissance de la rosette et le développement de la hampe florale 

 

1.2.2.1. Impact sur la croissance de la rosette et la croissance radiale de la 

hampe florale 

La Figure 3 présente les photographies du développement végétatif de chaque génotype 

en condition « contrôle », en condition  « stress » avec l’application d’un stress 7°C de 14 à 21 

jours, et en condition « développement » avec l’application d’un stress 7°C du 14ème jour 

jusqu’à la fin de l’expérimentation à savoir le jour de prélèvement des échantillons. On 
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remarque que l’application d’une température de 7°C entre le 14ème au 21ème jour de croissance 

entraîne un retard de croissance de la rosette (Figure 66). En conditions normales de culture, 

l’émergence du bouton floral est observée au 28ème jour de culture. Un décalage de floraison a 

été observé pour les conditions « Stress » et « Développement » avec, respectivement, une 

émergence du bouton floral au 35ème jour et au 87ème jour de culture.  

 

 

 

Dans cette expérience, j’ai reçu l’aide de l’assistante ingénieur de l’équipe Beate 

Hoffmann qui a effectué la majorité des mesures présentées dans cette partie. Il est important 

de noter que, pour tous les génotypes, des hampes florales de taille identique (17-20cm) ont été 

prélevées. Les résultats présentés ici concernent des plantes issues de 2 cultures différentes 

ayant chacune leur condition « Contrôle ».  

 

 

 

Figure 66 : Développement de la rosette des différents génotypes dans les trois conditions de 

croissance 

 Photographies du développement végétatif des lignées sauvage (WT en violet), sweet11sweet12 

(swt11swt12 en bleu), sweet16sweet17 (swt16swt17 en rouge) et sweet11sweet12sweet16sweet17 

(quadruple en jaune) au cours du temps (du 7ème au 38ème jour de croissance). Dans la condition 

« Contrôle » le développement des plantes a eu lieu à 22°C (en vert). Dans la condition « Stress » les 

plantes ont été soumises à une semaine de croissance à 7°C (en bleu). Dans la condition 

« Développement » les plantes ont été majoritairement cultivées à 7°C (en bleu).  
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La Figure 67 présente la surface de la section basale de la hampe des plantes dans les 

conditions « Contrôle », « Stress » et « Développement ». Dans la condition « Contrôle », 

aucune différence significative n’est observée entre les différents génotypes concernant la 

surface de la section basale de la hampe florale (Figure 67A et 67B). Après une semaine de 

croissance à 7°C pendant la phase végétative, la croissance radiale de la hampe florale du type 

sauvage ainsi que des mutants sweet n’est pas affectée (Figure 67A). Dans la condition 

« Développement » dans laquelle la majorité du développement de la plante a lieu à 7°C, on 

mesure une augmentation significative de la surface radiale de la hampe chez le type sauvage 

ainsi que chez les mutants sweet (Figure 67B). Cette augmentation est de l’ordre de 3 fois pour 

le type sauvage et le double mutant sweet11sweet12, de 2.1 fois pour le double mutant 

sweet16sweet17, et de 4.2 fois pour le quadruple mutant (Figure 67B). 

 

 

 

 

 

1.1.1.  

1.1.2.  

1.1.3. Impact sur le développement du système vasculaire de la hampe florale 

 

Figure 67 : Effet d’une période de croissance à 7°C sur le développement de la hampe 

florale chez les différents génotypes 

Représentation graphique sous forme de boites à moustaches de la surface moyenne de la 

section basale de la hampe florale (µm²) du WT, des doubles mutants swt11swt12, swt16swt17 

et du quadruple mutant en condition « Contrôle » (noté C) et condition « Stress » (noté S) (A). 

Comparaison entre la condition « Contrôle » et la condition « Développement » (noté D) (B). 

Test statistique par analyse de la variance à un facteur (ANOVA) et post-test de Tukey afin de 

comparer l’ensemble des facteurs (génotype et condition de culture). Les génotypes portant des 

lettres différentes sont significativement différents (P < 0.05, n ≥ 4). 

 

 

 

B 

 

 

A 
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1.2.2 Impact sur le développement du système vasculaire de la hampe florale 

 

L’impact sur le développement du système vasculaire de la hampe florale de 

l’application d’une température de 7°C durant le stade végétatif a également été évalué en 

comptant le nombre de faisceaux cribro-vasculaires par section basale de hampe florale (Figure 

68) ainsi qu’en mesurant l’aire occupée par le phloème, le procambium et le xylème (Figure 

69).  

Le nombre moyen de pôles cribro-vasculaires est identique quels que soient le génotype 

et la condition analysés (Figure 68A). En revanche, une augmentation significative du nombre 

de pôles chez le type sauvage entre les conditions « Contrôle » et « Développement » est 

observée (Figure 68B). Cette augmentation est également observée chez le double mutant 

swt11swt12 et le quadruple mutant mais pas chez le double mutant swt16swt17 (Figure 68B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 68 : Impact d’une période de croissance à 7°C sur le développement de la hampe 

florale chez les différents génotypes 

Représentation graphique sous forme de boites à moustaches du nombre moyen de faisceaux 

cribro-vasculaires contenus dans une section basale de la hampe florale (µm²) du WT, des 

doubles mutants swt11swt12, swt16swt17 et du quadruple mutant en condition « Contrôle » 

(noté C) et condition « Stress « (noté S) (A) et en condition « Contrôle » (noté C) et en condition 

« Développement » (noté D) (B). Test statistique par analyse de la variance à un facteur 

(ANOVA) et post-test de Tukey afin de comparer l’ensemble des facteurs (génotype et 

condition de culture). Les génotypes portant des lettres différentes sont significativement 

différents (P < 0.05, n ≥ 4). 

 

B A 
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Figure 69: Impact d’une période de croissance à 7°C sur le développement du phloème, 

du procambium et du xylème de la hampe florale chez les différents génotypes 

Photographie d’un faisceau cribro-vasculaire indiquant les surfaces mesurées (A). 

Représentation graphique des résultats sous forme de boites à moustache avec les mesures des 

surfaces du procambium (B), du phloème (C) et du xylème (D) dans un faisceau cribro-

vasculaire moyen. Test statistique par analyse de la variance à un facteur (ANOVA) et post-test 

de Tukey afin de comparer l’ensemble des facteurs (génotype et condition de culture). Les 

génotypes portant des lettres différentes sont significativement différents (P < 0.05, n = 10-18 

pôles provenant de 3 plantes). 

 

 

 

 

B 
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Afin d’approfondir les résultats concernant le phénotype observé dans la condition 

« Développement », des mesures de surfaces de tissus vasculaires ont été effectuées sur les 

différents génotypes (Figure 69).  

Dans la condition « Contrôle » aucune différence significative de la surface occupée par le 

procambium n’a été observée entre les différents génotypes (Figure 69). Chez le type sauvage, 

une croissance prolongée à 7°C (condition « Développement ») induit une augmentation 

significative de la surface occupée par le procambium qui est cohérente avec l’augmentation de 

la surface de la hampe florale mesurée précédemment. Cependant cette augmentation n’est pas 

observée de façon significative chez les lignées mutées dans l’expression des SWEETs (Figure 

69B). 

La surface occupée par le phloème est identique chez tous les génotypes en condition 

« contrôle ». (Figure 69C). Chez le type sauvage une augmentation significative de la surface 

occupée par le phloème est mesurée dans la condition « Développement ». En revanche, aucune 

différence de ce type n’a été observée chez les doubles mutants et le quadruple mutant (Figure 

69C). Enfin, les mesures de la surface occupée par le xylème ne varient pas quels que soient le 

génotype et la condition analysés (Figure 69D).  

 

L’analyse des résultats de cette partie est encore en cours mais au vu de ces premières 

observations, il serait intéressant, afin de mieux appréhender les conséquences d’une 

modification du transport facilité des sucres sur la réponse de la plante à une croissance 

prolongée à 7°C, de calculer la proportion occupée par l’ensemble des tissus vasculaires dans 

la surface radiale de la hampe.  
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2. Réponse d’Arabidopsis thaliana à une forte salinité du sol 

 

Dans l’équipe, des travaux ont également été réalisés sur l’impact d’une forte concentration 

en sel du sol sur le développement et la croissance de la hampe florale chez Arabidopsis 

thaliana. Ces travaux ont été conduits dans le cadre de la thèse de Sahar Sellami sous la 

direction du Dr. Sylvie Dinant. Ces travaux ont fait l’objet de 2 publications dont une à laquelle 

j’ai été associée en tant que co-auteur. La publication est disponible à la fin de ce chapitre. 

 

2.1. Résumé de la publication scientifique 

L’adaptation des plantes aux stress abiotiques fait intervenir des processus 

développementaux et physiologiques. Cependant, les mécanismes adaptatifs impliqués dans la 

réponse à une forte salinité des sols durant la croissance reproductive sont à ce jour peu connus. 

Afin d’étudier l’impact d’une forte salinité sur la croissance de la plante au stade reproducteur, 

la plante halophyte Thellungiella salsuginea et trois accessions d’Arabidopsis thaliana connues 

pour leur tolérance ou leur sensibilité au stress salin ont été étudiées. De nombreux paramètres 

quantitatifs associés à la croissance de la hampe florale et à la quantité de sucre contenus dans 

cet organe ont été choisis. Les mesures ont été effectuées sur des plantes soumises à un stress 

salin, avec ou sans acclimatation, appliqué au cours de la phase reproductive. Les résultats 

obtenus montrent que la croissance de la hampe florale de Thellungiella salsuginea n’est pas 

affectée par le stress salin. A l’inverse, l’application d’un stress salin entraîne des perturbations 

morphologiques et physiologiques chez les trois accessions d’Arabidopsis thaliana, avec une 

variabilité naturelle dans l’effet du stress salin sur la croissance, le contenu en sucres et 

l’anatomie de la hampe florale. En réponse à de fortes concentrations en sel, un phénotype irx 

(irregular xylem vessel) de vaisseaux collapsés a été observé, indépendamment de la tolérance 

des différentes accessions au stress salin. En revanche, le diamètre des vaisseaux les plus larges 

est réduit chez les accessions les plus tolérantes. La hauteur de la hampe florale, le taux de 

croissance, le ratio hexoses/saccharose et le ratio phloème/xylème ont également été impactés. 

Les résultats présentés dans cet article ont mis en évidence que de nombreux paramètres 

quantitatifs de la tolérance au stress salin sont associés au contrôle de la croissance de la hampe 

florale et à l’ajustement du ratio phloème sur xylème. 
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2.2. Contribution personnelle 

Dans le cadre de cet article scientifique, j’ai contribué à générer les sections basales de 

hampe florale des différentes accessions dans les différentes conditions environnementales qui 

ont été analysées par la suite. De plus, compte tenu de l’expertise acquise durant ma thèse 

concernant les méthodes d’analyse du système vasculaire et l’analyse de ce type de résultats, 

j’ai également participé à la discussion scientifique concernant les modifications de phénotype 

observées au niveau du système vasculaires chez les différentes accessions. 

3. Réponse des mutants sweets face à la sécheresse 

Afin d’évaluer si une perturbation de l’allocation carbonée dans le système vasculaire 

impacte le développement des plantes en conditions de stress hydrique, une analyse 

phénotypique des plantes sauvages, des doubles mutants et du quadruple mutant a été réalisée 

grâce au phénoscope présent sur la plateforme de l’Observatoire du Végétal en collaboration 

avec Olivier Loudet, Elodie Gilbault et Zeyun Xue de l’équipe Variabilité et Tolérance aux 

stress abiotiques à l’IJPB. Les plantes, cultivées en jours courts, ont été soumises à trois 

conditions de croissance : (1) une condition « contrôle » pour laquelle le contenu en eau de la 

motte est de 60% SWC (Soil Water Content), (2) une condition « stress modéré » pour laquelle 

le contenu en eau de la motte est de 30% SWC et (3) une condition « stress sévère » pour 

laquelle le contenu en eau de la motte est de 25% SWC. En effet, le dispositif du phénoscope 

permet d’ajuster le contenu en eau très précisément pour chaque motte individuelle. Dans cette 

expérience les plantes ont été cultivées en conditions de jours courts et c’est la croissance de la 

rosette, des plantes de type sauvage, des doubles mutants swt11swt12, swt16swt17 et du 

quadruple mutant swt11swt12swt16swt17, qui a été quantifiée grâce à la mesure des surfaces 

vertes projetées au cours du temps.  

3.1. Impact de la sécheresse sur la croissance de la rosette 

Une cinétique de croissance a été réalisée en mesurant la surface verte projetée de la rosette 

du 1er jour après semis jusqu’au 23ème jour, jour de prélèvement du matériel végétal.Un test 

statistique de type ANOVA et un post-test de Tukey ont été réalisés sur ce jeu de données afin 

de comparer les phénotypes des lignées dans chacune des conditions. Les résultats présentés ci-

dessous correspondent aux mesures de surface verte projetée le 23ème jour de croissance (Figure 

70). 
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Figure 70 : Impact d’un stress hydrique sur la surface verte projetée chez les différents 

génotypes 

Représentation graphique sous forme de boites à moustaches des surfaces vertes projetées au 

23ème jour de croissance des plantes de type sauvage (WT), des doubles mutants swt11swt12 et 

swt16swt17 et du quadruple mutant en condition « contrôle » (A), en condition de « stress 

modéré » (B) et en condition de « stress sévère » (C). Sur les panels (A), (B) et (C), le test 

statistique est une ANOVA à un facteur par rapport au type sauvage (*** P < 0.001 ; ** P < 

0.01 ; * P < 0.05 ; - = NS; n= nombre de plante ; CV = coefficient de variations). Surface verte 

projetée des génotypes en fonction de la condition de croissance (D). Le test statistique est une 

ANOVA à deux facteurs dont le résultat est présenté en haut à droite du graphe avec G pour 

Génotype, E pour Environnement et GxE pour l’interaction entre Génotype x Environnement.  

 

 

 

 

A B 

D C 
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Dans la condition « Contrôle », les surfaces vertes projetées du double mutant swt11swt12 

et du quadruple mutant sont significativement plus petites que celles du type sauvage dans 

chaque condition de culture (Figure 70A, B et C). Ce résultat est en accord avec ceux 

précédemment obtenus sur des plantes cultivées en jours longs (cf Chapitre 1). La surface verte 

projetée du double swt16swt17 est quant à elle différente de celle du type sauvage uniquement 

dans la condition « stress sévère » (Figure 70A, B et C). Si l’on compare les mesures réalisées 

dans les différentes conditions de croissance, on observe que plus le stress hydrique est sévère 

et plus la surface verte projetée des plantes de type sauvage diminue (Figure 70D). La même 

tendance est également observée chez les lignées mutées dans l’expression des gènes SWEETs 

(Figure 70D). Ainsi le résultat de l’ANOVA à deux facteurs montre l’existence d’un effet 

significatif pour le génotype, l’environnement mais pas pour l’interaction entre le génotype de 

l’environnement (Figure 70D).  

 

3.2. Impact de la sécheresse sur le métabolisme de la rosette 

Une analyse métabolomique a ensuite été réalisée, en collaboration avec Gilles Clément de 

la plateforme de Chimie/Métabolisme de l’Observatoire du végétal (IJPB), sur les rosettes des 

plantes de type sauvage (WT), des doubles mutants swt11swt12 et swt16swt17 ainsi que du 

quadruple mutant dans les trois conditions de culture. Contrairement à l’analyse effectuée dans 

le cadre du Chapitre 1, cette analyse a permis de quantifier de façon absolue le contenu des 

différents métabolites. L’analyse de ce jeu de données est conséquente et n’est donc pas encore 

finalisée, mais dans le cadre de ce manuscrit de thèse j’ai choisi de concentrer mon analyse sur 

la comparaison entre les rosettes de type sauvage et celle du quadruple mutant dans les 

différentes conditions de culture.  
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3.2.1 Impact d’un stress hydrique modéré et d’un stress hydrique sévère sur le 

métabolisme de la rosette des plantes de type sauvage 

Afin d’évaluer l’effet d’un stress hydrique sur le métabolisme de la rosette de plantes 

sauvages, j’ai comparé les données métabolomiques obtenues dans la condition « contrôle » 

avec celles obtenues dans les conditions de « stress modéré » et « stress sévère ». J’ai ensuite 

réalisé un test t de Student sur les moyennes des quantités de chaque métabolite identifié (soit 

un total de 220 métabolites). Seuls les métabolites significativement accumulés ou réduits ont 

été ensuite analysés. 

La Figure 71 présente le pourcentage de métabolites accumulés ou réduits en condition 

de stress modéré (Figure 71A) ou de stress sévère (Figure 71B) comparé à la condition contrôle 

chez une plante de type sauvage. Parmi les 220 métabolites identifiés, 95 métabolites sont 

présents en quantité significativement différente en condition de stress modéré contre 91 en 

condition de stress sévère soit 43% et 41% par rapport au nombre total de métabolites. On 

remarque qu’en condition de stress modéré, le contenu pour  82% des métabolites est réduit 

alors que le contenu pour 18% des métabolites est  augmenté (Figure 71A). Dans le cas d’un 

stress sévère une accumulation de 47% de métabolites et une réduction de 53% de métabolites 

sont observés. Il semblerait donc que, bien que le nombre total de métabolites pour lesquels les 

différences sont significatives soit quasiment identique entre les deux conditions, un stress 

modéré et un stress sévère entraîne des perturbations métaboliques différentes.  

Afin d’analyser plus finement ces différences, j’ai comptabilisé le nombre de 

métabolites réduits (cercles bleus) ou accumulés (cercles rouges) par condition 

environnementale. Certains métabolites sont spécifiquement accumulés ou réduits dans une 

condition et d’autres sont communs aux deux conditions de stress (Figure 71C). On remarque 

que parmi les 82% de métabolites réduits en condition de stress modéré, 32 métabolites sont 

spécifiquement réduits dans cette condition et 46 le sont dans les deux conditions. De façon 

intéressante, parmi les 53% de métabolites réduits en conditions de stress sévère, seulement 2 

métabolites sont spécifiquement réduits dans cette condition. A l’inverse, parmi les 18% de 

métabolites accumulés en conditions de stress, seul 1 métabolite l’est uniquement dans cette 

condition alors que 16 métabolites le sont dans les deux conditions. En cas de stress sévère, 

47% de métabolites sont accumulés dont 27 métabolites uniquement dans cette condition 

(Figure 71C).  
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Figure 71 : Modifications métabolomiques de la rosette des plantes de type sauvage 

soumises à un stress hydrique 

Les diagrammes en secteurs présentent le le pourcentage de métabolites significativement 

accumulés ou réduits dans la comparaison entre les conditions « contrôle » et « stress modéré » 

(A) ou entre les conditions « contrôle » et « stress sévère » (B). Diagramme de Venn du nombre 

de métabolites réduits (en bleu) et du nombre de métabolites accumulés (en rouge) entre les 

deux conditions de stress (C). Dans chaque cercle, le nombre indique les métabolites dont le 

contenu est spécifiquement modifié dans la condition analysée. Le nombre présent à 

l’intersection des deux cercles indique le nombre de métabolites communs entre les deux 

conditions.  
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3.2.2 Impact d’un stress hydrique modéré et d’un stress hydrique sévère sur le 

métabolisme de la rosette du quadruple mutant 

J’ai également analysé le comportement du quadruple mutant en condition de stress 

hydrique (Figure 72). On remarque que parmi les 220 métabolites identifiés, les contenus de 89 

métabolites sont significativement différents entre les conditions « contrôle » et « stress 

modéré » soit 40,5% de la totalité des métabolites identifiés (Figure 72A). De plus, 102 

métabolites le sont en condition de stress sévère comparée à la condition « contrôle » soit un 

pourcentage de 46% (Figure 72B). Parmi les métabolites pour lesquels on observe des 

différences significatives entre la condition de « stress modéré » et la condition « contrôle », 

65% sont accumulés en condition de « stress modéré » contre 35% réduits (Figure 72A). En 

condition de « stress sévère », les proportions sont sensiblement identiques avec 62% de 

métabolites accumulés contre 38% réduits (Figure 72B).  

Si on compare les différences observées chez une plante sauvage et un quadruple mutant, on 

constate que globalement le même pourcentage de métabolites est impacté par un stress 

hydrique mais les proportions de métabolites accumulés ou réduits sont très différentes. En 

effet, chez une plante sauvage, la majorité des métabolites impactés par un stress hydrique 

modéré sont réduit (82%, Figure 71) alors que chez le quadruple mutant, plus de deux tiers sont 

accumulés (65%, Figure 72A). De plus, chez une plante sauvage, un stress hydrique sévère 

entraine une accumulation de 47% des métabolites impactés (contre 18% en condition de stress 

modéré), alors que chez le quadruple mutant, ces proportions sont sensiblement similaires entre 

les deux conditions de stress. Parmi les métabolites réduits en condition de stress (modéré ou 

sévère), 26 d’entre eux le sont dans les deux conditions de stress, alors que 5 d’entre eux sont 

uniquement réduits en condition de stress modéré contre 13 en condition de stress sévère 

(Figure 72C). Concernant le nombre de métabolites accumulés, 51 d’entre eux sont retrouvés 

accumulés dans les deux conditions de stress alors que 7 d’entre eux le sont spécifiquement en 

condition de stress modéré et 12 en condition de stress sévère. 
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Figure 72 : Modifications du métabolome de la rosette du quadruple mutant soumise à un 

stress hydrique  

Les diagrammes en secteurs présentent le pourcentage de métabolites significativement 

accumulés ou réduits dans la comparaison entre les conditions « contrôle » et « stress modéré » 

(A) ou entre les conditions « contrôle » et « stress sévère » (B). Diagramme de Venn du nombre 

de métabolites réduits (en bleu) et du nombre de métabolites accumulés (en rouge) entre les 

deux conditions de stress (C). Dans chaque cercle, le nombre indique les métabolites dont le 

contenu est spécifiquement modifié dans la condition analysée. Le nombre présent à 

l’intersection des deux cercles indique le nombre de métabolites variant de façon similaire dans 

les deux conditions.  
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3.2.3 Identification des métabolites impliqués dans la réponse au stress 

hydrique chez le WT et le quadruple mutant 

Afin de comparer et mieux visualiser les modifications métaboliques engendrées par un 

stress hydrique chez le WT et chez le quadruple mutant, j’ai replacé les métabolites identifiés 

par l’analyse réalisée dans les paragraphes 3.2.1 et 3.2.2 sur un schéma regroupant les grandes 

voies métaboliques d’une cellule végétale (Figure 73).  

➢ La glycolyse 

On observe une accumulation significative de saccharose chez le type sauvage uniquement 

en situation de stress sévère alors qu’une accumulation de saccharose est observée chez le 

quadruple mutant en condition de stress hydrique modéré et sévère. Chez le quadruple mutant 

une accumulation de glucose et de fructose en situation de stress modéré est également mesurée 

(Figure 73). On observe également une réduction des sucres phosphates chez les deux 

génotypes dans les deux conditions de stress hydrique. En revanche la quantité de pyruvate 

n’est pas impactée lorsque les plantes sont soumises à une réduction en eau du sol. 

➢ Voie des pentoses phosphate 

Une réduction du contenu en xylulose est observée chez le type sauvage quelle que soit 

l’intensité du stress alors qu’aucune modification pour ce métabolite n’est mesurée chez le 

quadruple mutant. Le sédohéptulose-7-phosphate n’est quant à lui pas impacté chez le type 

sauvage quelle que soit l’intensité du stress et chez le quadruple mutant en condition de stress 

modéré. En revanche, il est accumulé chez le quadruple mutant en condition de stress sévère 

(Figure 73).  

➢ Voie de biosynthèse des polysaccharides de paroi 

Concernant les sucres intermédiaires de la voie de biosynthèse des polysaccharides de paroi, 

on observe une accumulation de galactose uniquement chez le quadruple mutant en condition 

de stress modéré. De plus, on observe une accumulation de l’acide galacturonique et de l’acide 

glucuronique (glucuronate) en condition de stress hydrique modéré et sévère chez le type 

sauvage ainsi que chez le quadruple mutant. (Figure 73).  
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Figure 73 : Variations des contenus en métabolites en réponse un stress hydrique chez le type 

sauvage et le quadruple mutant  

Représentation schématique des principales voies de biosynthèse du métabolisme primaire dans une 

cellule végétale. Les résultats des analyses métabolomiques sont représentés sous forme de carte des 

chaleurs sous chaque métabolite correspondant à une accumulation (en rouge) ou une réduction (en 

bleu) du métabolite chez un génotype (WT ou quadruple mutant) en condition de stress (sévère ou 

modéré) comparé au génotype en condition contrôle. Les différences non significatives sont 

représentées en blanc. Chaque carré représente la valeur du Log2 des ratios des médianes entre la 

condition « contrôle » et la condition « stress modéré » ou « stress sévère » pour chaque génotype.  

 



III. RESULTATS ET DISCUSSION – CHAPITRE 3 

 

176 
 

➢ Le cycle de Krebs 

Chez le type sauvage, le citrate, le citramalate et le fumarate sont accumulés lors d’un 

stress hydrique modéré et/ou sévère. A l’inverse, l’α-kéto-glutarate est diminué en condition de 

stress modéré chez le WT. Concernant le quadruple mutant, on observe de nombreuses 

modifications des contenus en acides organiques du cycle de Krebs en conditions de stress 

hydrique. L’aconitate et l’α-kéto-glutarate sont retrouvés en quantité réduites quelle que soit 

l’intensité du stress tandis que le gluconate, le succinate, le fumarate et le malate sont accumulés 

en conditions de stress hydrique chez le quadruple mutant (Figure 73). 

➢ Cycle de l’Urée 

Le métabolite α-kéto-gluratate impliqué dans le cycle de Krebs est également un 

précurseur de la biosynthèse de glutamate, un acide aminé essentiel dans la voie de l’urée. Le 

glutamate et la putrescine sont retrouvés en quantités réduites dans la rosette du WT et du 

quadruple mutant quelle que soit l’intensité du stress hydrique. En situation de stress, 

l’accumulation de proline constitue un marqueur majeur de la réponse de la plante (Rana et al., 

2017). Dans cette expérience, aucune variation du contenu en proline n’a été mesurée chez le 

type sauvage en réponse au stress à cause d'un problème technique lié à la stabilité du dérivé de 

proline lors de cette expérience. On remarque également que, contrairement aux résultats de 

l’analyse métabolique de la hampe florale présentés dans le Chapitre 1, le contenu de la majorité 

des acides aminés est réduit chez le WT et le quadruple mutant quelle que soit l’intensité du 

stress hydrique. Ainsi, seul l’aspartate est accumulé chez le WT alors que l’arginine et la 

thréonine sont accumulés chez le quadruple mutant. 

➢ Métabolites impliqués dans le stress oxydatif 

Le contenu en métabolites impliqués dans le stress oxydatif est également impacté par 

l’application d’un stress hydrique. Le type sauvage est le plus impacté avec une réduction du 

déhydroascorbate, du tréhalose et du myo-inositol-1-phosphate et une accumulation de 

glucuronate, un intermédiaire de la voie de biosynthèse de l’ascorbate. On mesure également 

une accumulation d’ascorbate et de myo-inositol quelle que soit l’intensité de stress. De la 

même manière, le quadruple mutant accumule du glucuronate, de l’ascorbate et du myo-inositol 

alors que l’intermédiaire de la voie de biosynthèse du myo-inositol, le myo-inositol-1-

phosphate, est réduit en conditions de stress hydrique.  
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➢ Voie de biosynthèse des terpènes 

Parmi les terpènes représentés sur ce schéma, seul le 3-indoacétonitrile est accumulé 

chez le quadruple mutant en condition de stress sévère. Les autres métabolites secondaires n’ont 

pas pu être identifié en GC-MS.  

On peut donc en conclure que les modifications métaboliques observées dépendent non 

seulement de l’intensité du stress mais également du génotype analysé. Parmi les métabolites 

communs répondant de la même façon à un stress hydrique chez les deux génotypes, on 

retiendra notamment, les métabolites liés au stress oxydatif dont la quantité augmente et 

plusieurs acides aminés dont la quantité diminue (glutamine glutamate, asparagine, 

tryptophane). Afin d’évaluer l’implication des gènes SWEETs dans la réponse de la plante à 

une réduction en eau du sol, une seconde analyse statistique a été réalisée afin de comparer les 

deux génotypes pour chaque condition de culture. 

 

3.2.4 Identification des métabolites impliqués dans la réponse à une réduction 

du contenu en eau du sol chez le quadruple mutant 

Compte tenu des résultats précédemment décrits, on remarque qu’un stress hydrique 

modéré et un stress sévère n’impacte pas de la même manière une plante sauvage et le quadruple 

mutant. Cependant, ces comparaisons ne permettaient pas d’évaluer l’impact de la mutation des 

gènes SWEETs sur la réponse de la plante à une réduction du contenu en eau du sol. Pour 

aborder cette question, j’ai comparé les données métabolomiques obtenues chez le quadruple 

mutant à celles du type sauvage pour chaque condition de croissance (i.e. contrôle, stress 

modéré et stress sévère). La Figure 74 présente les proportions de métabolites accumulés et de 

métabolites diminués du quadruple mutant comparé au sauvage pour chaque condition 

(contrôle, stress modéré et stress sévère). On remarque qu’en condition contrôle, parmi les 220 

métabolites identifiés 80 métabolites sont significativement différemment représentés dans les 

deux génotypes (soit plus de 36%) et sont donc impactés par la mutation des gènes SWEET. 

Parmi ces métabolites, 70% sont accumulés alors que 30% sont réduits (Figure 74A).  
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En condition de stress hydrique modéré et sévère, il y a sensiblement le même nombre 

de métabolites impactés avec 81 en condition de stress modéré et 84 en condition de stress 

sévère. Des différences sont, en revanche, observées quant aux proportions de métabolites 

accumulés et réduits. Ainsi, en condition de stress hydrique modéré, seuls 2% des métabolites 

sont réduits tandis que 98% des métabolites sont accumulés. En condition de stress hydrique 

sévère, 87% sont accumulés contre seulement 13% réduits (Figure 74A et B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 74 : Comparaison des modifications du métabolome de la rosette entre le 

type sauvage et le quadruple mutant dans chaque condition de culture 

 Les diagrammes en secteurs représentent le pourcentage du nombre de métabolites 

accumulés et réduits parmi les métabolites pour lesquels la valeur de t du test de Student 

est inférieure à 0,05. Comparaison entre le quadruple mutant et le WT dans la condition 

« Contrôle » (A) ; dans la condition « stress modéré » (B) et dans la condition « stress 

sévère » (C). Le nombre total de métabolites dont le contenu est significativement 

différent est présenté en dessous de chaque diagramme en secteurs.  
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Parmi les métabolites dont le contenu est réduit chez le quadruple mutant, 24 métabolites 

sont réduits en condition contrôle, seulement 2 le sont en condition de stress modéré et 11 le 

sont en condition de stress sévère (Figure 75). On remarque également que seulement 2 

métabolites sont communs aux trois conditions de cultures ; il s’agit de l’anhydroglucose et de 

l’urate. De plus, 17 métabolites sont spécifiquement réduits dans la condition « contrôle » chez 

le quadruple mutant par rapport au type sauvage mais ne sont pas impactés par un stress 

hydrique modéré ou sévère. Enfin, 4 métabolites sont spécifiquement réduits en condition de 

stress hydrique sévère : deux acides gras l’acide linoléique, l’acide linolénique, et le maltotriose 

et la spermidine. La spermidine a été précédemment décrit pour contribuer notamment à la 

tolérance à la sécheresse et au stress salin (Shi et al., 2014). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 75 : Répartition des métabolites accumulés de façon significativement différente 

entre le type sauvage et le quadruple mutant pour chaque condition de culture 

Diagramme de Venn du nombre de métabolites réduits (en bleu) ou accumulés (en rouge) en 

condition contrôle (cercle en haut à gauche), en condition de stress modéré (cercle en haut à 

droite) et en condition de stress sévère (cercle en bas centré). Les chiffres à l’extérieur des 

cercles représentent le nombre total de métabolites réduits (diagramme de droite en bleu) ou 

accumulés (diagramme de gauche en rouge) par condition de croissance. Les chiffres à 

l’intérieur des cercles représentent les nombres de métabolites réduits ou accumulés dans une 

seule condition, dans deux conditions ou dans les trois conditions.  
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Concernant les métabolites accumulés, 57 le sont en conditions contrôle, 78 en condition 

de stress modéré et 73 en condition de stress sévère (Figure 75). 38 métabolites sont communs 

aux trois conditions. De plus, 8 métabolites sont communs à la condition contrôle et la condition 

de stress modéré alors que seulement 4 le sont entre la condition contrôle et la condition de 

stress sévère. Enfin, 23 métabolites sont communs aux deux conditions de stress. De façon 

intéressante, 9 métabolites sont spécifiquement accumulés chez le mutant en conditions de 

stress modéré et 7 en conditions de stress sévère.  

La Figure 76 présente les voies métaboliques principales ainsi que les variations du 

contenu en métabolites entre le type sauvage et le quadruple mutant pour chaque condition de 

culture. On remarque tout d’abord une forte accumulation de sucres (saccharose, glucose, 

fructose, galactose, et sedoheptulose-7-P) chez le quadruple mutant dans les trois conditions de 

croissance. De la même manière, les acides organiques impliqués dans le cycle de Krebs 

(citramalate, α-kéto-glutarate, gluconate, succinate, fumarate, et malate) sont fortement 

accumulés dans la rosette du quadruple mutant dans les trois conditions. Le citrate est quant à 

lui accumulé en condition contrôle mais réduit en condition de stress sévère (Figure 76). 

Certains métabolites sont impactés chez le quadruple mutant uniquement en conditions 

de stress hydrique. En effet, l’acide galacturonique, le 3-indoacétonitrile, la lysine sont 

accumulés en condition de stress hydrique modéré et sévère. La tyrosine est quant à elle 

uniquement accumulée en condition de stress modéré alors que la sérine ne l’est qu’en condition 

de stress sévère. Enfin, le contenu en citrate est réduit en condition de stress sévère alors qu’il 

est accumulé chez le quadruple mutant en condition contrôle. 

D’autres métabolites ne sont pas différemment accumulés chez le WT et le mutant 

quelles que soient les conditions environnementales. Il s’agit des métabolites issus de la 

biosynthèse de l’urée (allantoïne, proline), impliqués dans la biosynthèse d’acides aminés 

(alanine, valine, tryptophane, phénylalanine, thréonine) et dans la remobilisation ou 

l’assimilation de l’azote (glutamate et glutamine), ou enfin dans les processus de stress oxydatif 

(glucuronate, ascorbate, maltose) (Figure 76). Enfin, certains ne sont accumulés ou réduits que 

dans la condition contrôle tel que le xylulose, de nombreux acides aminés (leucine, glycine, 

arginine, isoleucine, homosérine, aspartate) ou le myo-inositol-1-P. 
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Figure 76 : Variations du contenu en métabolites en réponse un stress hydrique entre le 

type sauvage et le quadruple mutant 

Représentation schématique des principales voies de biosynthèse du métabolisme primaire dans 

une cellule végétale. Les analyses métabolomiques sont représentées sous forme de carte des 

chaleurs sous chaque métabolite correspondant à une accumulation (en rouge) ou une réduction 

(en bleu) du métabolite entre le type sauvage et le quadruple mutant pour chaque condition de 

culture (contrôle, stress modéré et stress sévère). Les métabolites sans différence significative 

dans leur contenu sont représentés en blanc. Chaque carré représente la valeur du Log2 des 

ratios des médianes entre le type sauvage et le quadruple pour chaque condition de culture.  
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III. Discussion 

 

Les végétaux sont soumis à de nombreuses contraintes environnementales telles que des 

variations de température, des variations de contenu en eau dans le sol (sécheresse ou 

engorgement des sols), des modifications de salinité des sols ou encore une élévation de la 

concentration en dioxyde de carbone dans l’air (Le Gall et al., 2015). Ces contraintes abiotiques 

influencent la croissance et le développement des plantes (Lemoine et al., 2013). Dans le cadre 

de ce chapitre, trois types de contrainte osmotique ont été étudiés chez les plantes de type 

sauvage et les lignées mutées dans l’expression des gènes SWEETs, qui présentent une 

perturbation des échanges de sucres dans le système vasculaire. Ainsi ces lignées ont été 

soumises à des températures négatives (-5°C et -7°C), à une température fraîche (7°C) et à une 

réduction du contenu en eau du sol (modérée et sévère). Ces analyses ont permis de mieux 

comprendre; (1) l’impact d’un stress hydrique sur le métabolisme de la plante, (2) l’impact 

d’une perturbation des gradients de sucres dans la réponse des plantes aux stress abiotiques et 

enfin (3) l’impact d’une température fraiche appliquée lors du stade végétatif sur le 

développement de la hampe florale en cas de perturbation ou non des échanges de sucres.  

 

1. Réponse des plantes face à une réduction prolongée en eau du sol 

La sécheresse est la contrainte majeure rencontrée par les plantes au cours de leur 

croissance. Cette contrainte impacte la survie des végétaux et la productivité des plantes des 

grandes cultures à l’échelle mondiale. Chez Arabidopsis thaliana, bien que la réponse 

métabolique à une déshydratation soit plutôt bien décrite, les données concernant la réponse 

métabolique à une réduction de contenu en eau du sol restent limitées (Fabregas et Fernie, 

2019). Lors d’un arrêt de l’arrosage des plantes pendant 6 jours consécutifs, une accumulation 

globale de sucres et d’acides aminés est observée (Fabregas et al., 2018). Les résultats obtenus 

ici, chez le type sauvage, montrent effectivement une accumulation de saccharose uniquement 

lorsque la plante est soumise à un stress de 25 % SWC mais une réduction importante du 

contenu en acides aminés. Ces différences pourraient être dues non seulement à la durée du 

stress appliqué mais également à son intensité. La comparaison avec les données publiées est 

difficile car dans les travaux décrits dans la littérature l’arrosage est complètement supprimé 

pendant plusieurs jours alors que dans nos conditions, le contenu en eau du sol est seulement 

fortement diminué. De plus l’utilisation du phénoscope permet à la plante de croitre avec un 

contenu en eau du sol réduit pendant au moins 15 jours. Ainsi, les modifications métaboliques 
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observées dans nos conditions de culture reflètent le comportement des plantes en réponse à 

une contrainte hydrique prolongée.  

 

Il est également décrit que les effets négatifs d’une contrainte de type sécheresse peuvent 

être partiellement dus à une diminution de l’absorption des minéraux dont l’azote (Zhang et al., 

2018). Ainsi, une des composantes d’un stress hydrique pourrait être assimilable à une carence 

en azote et donc produire les mêmes conséquences métaboliques. Dans le cadre du dispositif 

expérimental développé sur la plateforme du phénoscope une compensation de la nutrition 

azotée est mise en place, limitant ainsi les problèmes de disponibilité en azote. Cependant, nos 

résultats montrent un contenu réduit pour la majorité des acides aminés (sauf pour l’aspartate), 

ce qui est en accord avec une diminution de l’absorption de l’azote dans ces plantes. Nous 

montrons également une augmentation globale des contenus en acides organiques ce qui sous-

entend un défaut dans le fonctionnement du cycle de Krebs lié à un défaut d’absorption et/ou 

d’assimilation de l’azote. Cependant, des études précédentes chez l’orge et le colza montrent 

qu’en situation de carence azotée, bien qu’une diminution du contenu en acides aminés soit 

mesurée, aucune augmentation des contenus en acides organiques n’est observée (Avila-Ospina 

et al. 2017 ; Clément et al., 2017). La réponse de la plante à une contrainte en eau prolongée 

serait donc partiellement expliquée par une réponse de type « carence azotée ». Les 

modifications du fonctionnement du cycle de Krebs pourraient, quant à elles, refléter la réponse 

de la plante au stress osmotique engendré par la contrainte hydrique.  

Parmi les voies métaboliques modifiées en situation de stress hydrique, une accumulation 

de composés impliqués dans la réponse à un stress oxydatif est communément observée 

(Koffler et al., 2014). Nos résultats montrent, effectivement, une accumulation importante de 

myo-inositol et de glucuronate, qui sont des intermédiaires de la biosynthèse d’ascorbate 

(Akram et al., 2017) dans les plantes de type sauvage soumises à un stress modéré et sévère.  

 

2. Impact d’une perturbation du gradient des sucres sur la réponse des plantes aux 

stress abiotiques 

Le transport de sucres à longue et à courte distance joue également un rôle important 

dans la réponse des plantes face à un stress abiotique (Lemoine et al., 2013 ; Pommerrenig et 

al., 2018). Ainsi, chez Arabidopsis thaliana, la dérégulation de l’expression des gènes SWEET 

induit, notamment, une meilleure résistance aux températures négatives (Klemens et al., 2013 ; 

Le Hir et al., 2015). Dans ce chapitre, nous confirmons par une autre technique une meilleure 
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résistance du double mutant swt11swt12 à une période de gel à -5°C mais également à -7°C. De 

façon intéressante, le quadruple mutant est également plus résistant à -5°C mais pas à -7°C 

suggérant que l’ajout des mutations de SWEET16 et SWEET17 contrecarre l’effet positif dû à 

la suppression de l’expression de SWEET11 et SWEET12. Compte tenu des résultats 

précédemment obtenus, il a été suggéré que cette meilleure résistance face aux températures 

négatives soit liée à l’accumulation de sucres dans les feuilles du double mutant swt11swt12 

(Chen et al., 2012 ; Le Hir et al., 2015). En effet, en condition de stress, les sucres sont impliqués 

dans les réponses au stress oxydatif (Hoekstra et al. 2001, Hengherr et al. 2008) et sont utilisés 

par les molécules réactives de l’oxygène pour leurs liaisons HO-C-H (Morelli et al., 2003). 

Ainsi, l’augmentation de la concentration en sucres dans une cellule en condition de stress 

sécheresse permettrait de réguler l’accumulation des molécules réactives de l’oxygène 

(Schieber et Chandel 2014). Au sein du système vasculaire, les échanges latéraux d’eau et de 

solutés organiques et inorganiques permettent d’assurer l’ajustement des besoins en eau et la 

coordination des flux de sèves en conditions de stress (Dinant, 2008 ; Aubry et al., 2019). Dans 

ce contexte, l’accumulation de sucres dans les parenchymes vasculaires pourrait participer à 

ces ajustements osmotiques comme cela a été décrit chez les arbres dans lors des problèmes de 

cavitation et d’embolie (Nardini et al., 2011). Dans le cadre de nos résultats, cette hypothèse 

semble vérifiée en réponse à une période de gel mais pas en réponse à un stress de type 

sécheresse. Ainsi, l’accumulation de sucres observée chez le quadruple mutant en réponse à un 

stress hydrique ne constitue ni un avantage ni un désavantage puisque la diminution de la 

croissance de la rosette est identique pour tous les génotypes. Chez Arabidopsis thaliana, le 

contrôle de l’homéostasie des sucres au sein du système vasculaire semble donc jouer un rôle 

plus important dans la réponse au gel qu’en réponse à un stress hydrique.  

 

3. Impact d’une température fraiche sur le développement de la hampe florale en cas 

de perturbation ou non des échanges de sucres 

Chez Arabidopsis thaliana, il est connu depuis longtemps que la transition entre les 

stades végétatif et reproducteur est contrôlée par des changements environnementaux dont la 

température ambiante (Reeves et Coupland, 2000 ; Samach et Wigge, 2005). Cependant, l’effet 

d’une température fraiche sur la croissance et le développement de la hampe florale a été peu 

étudié (Antoun et Ouellet, 2013) contrairement à son effet sur l’anatomie du système vasculaire 

des feuilles chez différents écotypes d’Arabidopsis thaliana (Adams III et al., 2016 ; Stewart et 

al., 2016 ; Stewart et al., 2017). Ainsi, chez l’écotype Col-0, une plasticité de l’anatomie du 
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système vasculaire des feuilles a été mise en évidence lorsque les plantes sont cultivées à 8°C 

(Stewart et al., 2017). En effet, les feuilles présentent une plus grande capacité photosynthétique 

associée à un plus grand nombre de cellules phloémiennes (Stewart et al., 2017). Dans nos 

conditions de culture, les effets les plus prononcés sur le développement de la hampe florale 

ont été observés lorsque la croissance de la plante a eu lieu majoritairement à 7°C. Ainsi, cette 

condition induit un décalage de la floraison, une surface radiale plus grande de la hampe 

associée avec un nombre plus grand de faisceaux cribro-vasculaires, une augmentation de la 

surface du procambium et du phloème. Nos résultats sont donc cohérents avec les travaux 

précédents et suggèrent que les plantes de type sauvage pourraient également présenter une 

plasticité de l’anatomie du système vasculaire au niveau de la hampe florale afin d’accroitre la 

capacité photosynthétique et ainsi pouvoir assurer la production de graines malgré les 

conditions défavorables de croissance.  

De façon intéressante, la réponse des mutants sweet n’est pas similaire à celle du type 

sauvage concernant l’effet promoteur d’une température fraiche à 7°C sur la surface du 

procambium et du phloème. La localisation de l’expression des promoteurs des gènes SWEETs 

n’a pas été observée à 7°C mais en conditions normales de croissance. Cette expression est 

observée dans les cellules de parenchyme vasculaire de la hampe florale mais également des 

feuilles (Chen et al., 2012 ; Chardon et al., 2013 ; Klemens et al., 2013 ; Le Hir et al., 2015 ; 

Cayla et al., 2019). Ainsi, le transport facilité des sucres dans le système vasculaire de la hampe 

florale et des feuilles (intercellulaire et intracellulaire) semble important pour la réponse de la 

plante aux températures basses. Cependant des expériences complémentaires doivent être 

effectuées pour approfondir la connaissance du rôle des transporteurs SWEETs dans cette 

réponse. Notamment, des dosages de sucres solubles et d’amidon ainsi que des quantifications 

de l’expression de différents gènes marqueurs doivent être réalisés sur le même matériel que 

celui utilisé pour l’analyse anatomique.  

Enfin il est important de noter que la diminution de la surface de la hampe florale observée 

chez les mutants sweet au cours des cultures analysées dans le Chapitre 2 n’a pas été observée 

dans le cadre des expériences présentées dans ce chapitre. Pour la culture à 7°C, les plantes ont 

été cultivées dans un phytotron équipé de LED alors que les plantes utilisées pour les mesures 

anatomiques ont été cultivées dans une chambre de culture équipée de tubes néons. Il a 

précédemment été montré que le phénotype du double mutant swt11swt12 dépend de l’intensité 

lumineuse (Chen et al., 2012). Dans notre cas, l’intensité de la lumière était équivalente entre 

le phytotron et la chambre de culture, il semble donc que cette disparité des phénotypes soit 
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plutôt due à une différence dans la qualité de la lumière. Il est généralement admis que les tubes 

néons produisent une lumière hétérogène alors que les LED présentent une distribution 

homogène des longueurs d’ondes qui sont enrichies dans les régions rouge et bleu de la lumière 

(Annunziata et al., 2017). Dans le futur, il serait donc intéressant d’approfondir la relation entre 

le transport facilité des sucres médié par les transporteurs SWEETs et la qualité lumière.  

 

IV. Conclusion et perspectives 

Dans ce chapitre plusieurs points intéressants ont été soulevés sur la base des résultats 

produits, bien que certains résultats doivent être confirmés et/ou leur analyse approfondie. 

Notamment la différence de réponse du quadruple mutant entre le stress hydrique et la 

contrainte au gel suggère une contribution différente du transport facilité des sucres dans la 

réponse à différents types de stress osmotiques. L’analyse des contenus en sucres solubles, en 

amidon et en acides aminés totaux qui va être réalisée sur les échantillons de hampe florale des 

plantes cultivées à 7°C devrait permettre de mieux comprendre cette contribution. Il serait 

également intéressant d’approfondir l’analyse du métabolome obtenu chez le type sauvage entre 

les conditions 30% et 25% afin de comprendre dans quelle mesure les mécanismes mis en jeu 

dépendent de la sévérité du stress hydrique. Enfin, la mise au point d’un phénoscope compatible 

avec le développement d’une hampe florale et la production de graines serait un enjeu important 

pour mieux évaluer le rôle des échanges de sucres dans l’adaptation de la plante aux 

modifications de l’environnement. 
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Abstract: Plant responses to abiotic stresses entail adaptive processes that integrate both physiological
and developmental cues. However, the adaptive traits that are involved in the responses to a high soil
salinity during reproductive growth are still poorly studied. To identify new clues, we studied the
halophyte, Thellungiella salsuginea, and three Arabidopsis accessions, known as tolerant or salt-sensitive.
We focused on the quantitative traits associated with the stem growth, sugar content, and anatomy
of the plants subjected to the salt treatment, with and without a three-day acclimation, applied
during the reproductive stage. The stem growth of Thellungiella salsuginea was not affected by the
salt stress. By contrast, salt affected all of the Arabidopsis accessions, with a natural variation in
the effect of the salt on growth, sugar content, and stem anatomy. In response to the high salinity,
irregular xylem vessels were observed, independently of the accession’s tolerance to salt treatment,
while the diameter of the largest xylem vessels was reduced in the tolerant accessions. The stem
height, growth rate, hexoses-to-sucrose ratio, and phloem-to-xylem ratio also varied, in association
with both the genotype and its tolerance to salt stress. Our findings indicate that several quantitative
traits for salt tolerance are associated with the control of inflorescence growth and the adjustment of
the phloem-to-xylem ratio.

Keywords: salt stress; carbon allocation; inflorescence; vascular tissues; transport; phloem; xylem;
hydraulic conductivity; irregular xylem vessels; irx

1. Introduction

Salinity is one of the major environmental abiotic constraints limiting crop productivity.
The salinization of arable soils first occurs because of seawater incursions and sea winds. It can
also result from the accumulation of soluble salts arising from high rates of evaporation, or from
excessive irrigation when a high water table or slow drainage lead to the secondary salinization of
arable lands. Deforestation for extensive cropping has also been shown to cause a rising of the saline
water table. Depending on the weather and on agricultural practices, plants can therefore face a high
salinity at different stages of their development. Responses in the seedling and vegetative stages
have been described in detail for many plant species, including Arabidopsis [1,2], and several reports
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suggested that in their early vegetative stages, plants are particularly susceptible [1]. In contrast,
the reproductive stage’s responses have not yet been evaluated as extensively.

The response to high salinity follows two-phases, as follows: first, a rapid osmotic phase, followed
by a secondary ionic phase due to the toxic effect of the accumulation of Na+ ions [2]. These combined
effects can severely alter the growth of the glycophytic species, although less so in halophytic species.
Plants employ many strategies to survive these two phases of salt stress, to maintain their homeostasis,
and tolerate ion toxicity. These strategies rely on the major transcriptional reprogramming of the
expression of the genes involved in the tolerance to osmotic stress, in the accumulation of Na+

ions, in the excessive accumulation of reactive oxygen species, and in the increased accumulation
of compatible solutes [3–6]. Epigenetic chromatin modifications are also involved [7]. The uptake,
translocation, storage, or exclusion of Na+ also changes [8]. There is a reduced translocation of Na+

ions towards the shoot via the xylem [2,9], and Na+ ions can be sequestered at a cell level in the roots
and shoots by accumulation in the vacuole [8,10]. A general consequence of salt stress in the shoot is
the decrease of the stomatal aperture, which in turn impairs carbon fixation and sugar allocation to
the roots [2,9,11].

The accumulation of compatible solutes is a key feature for salt tolerance [2], with soluble sugars
such as sucrose commonly accumulating [2,12]. Sugars can act as osmolytes to maintain cell turgor
under increased water stress, and also lead to changes in the metabolism that protect the membranes
and proteins from stress damage. These functions are intrinsically linked to the metabolic role of
sugars for promoting faster growth to face stresses, by triggering developmental processes and
fueling primary metabolism [13]. In glycophytic Arabidopsis, a natural variability has been shown
during the vegetative stage in response to a high salinity, indicating that different adaptive processes
are responsible for the tolerance [14–18]. Comparative metabolomic studies with the halophyte
Thellungiella salsuginea (salt cress), a close relative of Arabidopsis, indicated a higher osmo-compatibility
of Thellungiella metabolome [19], suggesting that this halophyte species is metabolically primed for
osmoprotective strategies [12,20].

In taller plants, the stem acts as a buffer to provide water, ions, and nutrients when their uptake
and utilization are not equal, as well as housing the xylem and phloem pathways for their longitudinal
transport. Both transport processes can be altered by osmotic stresses, including drought and high
salinity [11]. Recent studies further established that recovery after a prolonged drought depends on
the stem concentration of the soluble carbohydrates [21,22]. It was also shown for Arabidopsis that
the growth of the inflorescence can be affected by the temperature [23], as well as by a high salinity,
associated with modifications of the lignin content and oxidative stress in the stem [24].

In Arabidopsis, major transitions occur during the development of the floral stem [25,26]. Although
many studies of Arabidopsis physiology and nutrition have studied the vegetative stages, it is worth
noting that the inflorescence stems can contribute more than the rosette to the lifetime carbon
gain [27,28], and promote seed production directly [29]. Nevertheless, the growth of the inflorescence
stem can be reduced and even stopped by the abiotic stresses that occur during its formation.
For example, a drought treatment applied just after the onset of flowering can cause an early arrest of
floral development, leading to sterility [30].

The aim of this study was to evaluate the response of several Arabidopsis accessions to high salinity
during their reproductive stage, in order to explore the relationships between salt tolerance, sugar
content, and the anatomy of the vascular tissues. Arabidopsis represents a glycophytic model species for
exploring natural variation. For comparison, we included the halophyte species Thellungiella salsuginea
in our analysis. The overall work provides clues on how stem growth and stem anatomy can contribute
to the adaptation to salt stress.
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2. Results

2.1. Experimental Scheme for Studying the Tolerance to High Salinity during the Reproductive Stage

For the analysis of the tolerance to salt treatment during the reproductive stage, the halophyte
Thellungiella salsuginea (salt cress) and three Arabidopsis accessions, Columbia-0 (Col0), Catania-1 (Ct1),
and Tsushima-0 (Tsu0), were studied. The salt cress was chosen because of its well-known tolerance
to abiotic stress, including salt treatment [20]. The Arabidopsis accessions Tsu0 and Ct1 were chosen
based on their tolerance to high salinity at vegetative stages [15,16], while Col0 is considered as a
salt sensitive accession [18]. The salt treatment was done by watering with 150 mM NaCl, which is
sufficient to induce a stress response on the salt tolerant Thellungiella plants, without provoking the
death of the Arabidopsis plants [19,31]. In order to allow the plants to form a floral stem under a high
salinity, we designed a scheme that enabled the entire development of the floral stem under stress
(Figure 1). Briefly, the plants were allowed to grow under normal conditions during rosette growth.
Three days before bolting would occur, defined by the emergence of the floral bud, one third of the
plants continued under normal conditions (control plants—Ctrl), whereas another third of the plants
were watered with a solution containing 150 mM of NaCl (salt stress—SStr). The final third of the
plants were submitted to the same salt treatment, but, in the preceding three days, they were subjected
to a progressive increase in salt stress (pretreatment before stress—PStr).
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salt treatment preceded the beginning by three days. Sampling of the rosette and floral stem for the 
measurement of the fresh weight and dry weight was done at 16 days after bolting (DAB). Sampling 
of the main floral stem for anatomic studies and sugar quantifications was done at 17 DAB. 
Measurements of the stem height were done from 7 DAB to 16 DAB. 

2.2. Growth of Thellungiella salsuginea under High Salinity during the Reproductive Stage 

For the halophyte Thellungiella salsuginea, we observed an effect of the high salinity on the 
projected rosette area (Figure 2A), both in the PStr and SStr plants, but not on the stem length at 17 
days after bolting (DAB) (Figure 2B), even though both the stem section area (Figure 2C) and the 
proportion of vascular tissue area per stem section area (Figure 2D) were affected in the salt-treated 
plants. It is worth noting that in these conditions, the stem growth was slow, its height reaching two 
to three cm at 16 DAB. A salt response index (SRI) of the stem was calculated, by dividing the mean 
stem growth rate of the plants grown under salt treatment by the growth rate in the normal conditions 
(equivalent to the osmotic tolerance index reported in the literature [32]). In the Ctrl and salt-treated 

Figure 1. Design of the experimentation. Staggered sowing of the genotypes, with Tsushima-0 (Tsu0)
sown at day 0, then Columbia-0 (Col0), Catania-1 (Ct1), and Thellungiella salsuginea (T.s.) sown 7, 9,
and 10 days later, respectively, so as to synchronize bolting. Application of the salt treatment started
three days before the floral bud appearance. The pretreatment phase (i.e., acclimation) of 150 mM of
salt treatment preceded the beginning by three days. Sampling of the rosette and floral stem for the
measurement of the fresh weight and dry weight was done at 16 days after bolting (DAB). Sampling of
the main floral stem for anatomic studies and sugar quantifications was done at 17 DAB. Measurements
of the stem height were done from 7 DAB to 16 DAB.

2.2. Growth of Thellungiella salsuginea under High Salinity during the Reproductive Stage

For the halophyte Thellungiella salsuginea, we observed an effect of the high salinity on the projected
rosette area (Figure 2A), both in the PStr and SStr plants, but not on the stem length at 17 days after
bolting (DAB) (Figure 2B), even though both the stem section area (Figure 2C) and the proportion
of vascular tissue area per stem section area (Figure 2D) were affected in the salt-treated plants. It is
worth noting that in these conditions, the stem growth was slow, its height reaching two to three
cm at 16 DAB. A salt response index (SRI) of the stem was calculated, by dividing the mean stem
growth rate of the plants grown under salt treatment by the growth rate in the normal conditions
(equivalent to the osmotic tolerance index reported in the literature [32]). In the Ctrl and salt-treated
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plants, the stem growth was not affected under the salt treatment, which resulted in a salt response
index close to 1 (Figure 2E). We also looked in the xylem for whether the salt treatment had an effect
on the xylem vessels. We observed no differences in the dimensions of the vessels of the salt-treated
plants, compared to the Ctrl plants, with a mean diameter of the largest vessels being approximately
8 µm (7.8 µm ± 1.6, n = 51), and, consequently, having no effect on the theoretical hydraulic specific
conductivity that we deduced from the mean diameter (Figure 2F), with an average predicted value of
0.002 m2. s−1. MPa_1 (+/− 0.0007, n = 60). No differences were observed in the stem height from 7 to
16 DAB in the salt-treated plants compared to the Ctrl plants (Figure 2G). The growth rate of the stem
remained unchanged, except at 11 DAB for the SStr plants, for which we observed a temporary, slight
reduction (Figure 2H). Finally, the organization of the vascular bundles was similar in all three of the
conditions (Figure 2I–K).
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Figure 2. Responses of Thellungiella salsuginea to high salinity during the reproductive stage. Growth
and anatomy of the stem of the control (Ctrl), salt stress (SStr), and pretreatment before stress (PStr)
plants. In (A–F), the box and whisker plots show the distribution of the biological replicates. The black
lines inside represent the medians; the top and bottom ends of the boxes represent the first and third
quartiles, respectively; and the whisker extremities represent the maximum and minimum data points.
(A) Projected rosette area at 17 DAB (n = 5–6). (B) Stem height at 17 DAB (n = 5–6). (C) Stem section
area (SA) ratio at 17 DAB (n = 4–5). (D) Total vascular bundles area per section (VA)/stem section
area (SA) ratio at 17 DAB (n = 4–5). (E) Salt response index at 16 DAB (n = 9–12). (F) Stem theoretical
hydraulic specific conductivity (Khts) ratio at 17 DAB (n = 3–6). (G,H) Stem height and growth rate
from 7 to 16 DAB. The curves represent for each time point the mean ± standard error (SE) (n = 9–12).
(I,J,K) Details of the stem vascular bundles of the Ctrl plants (I), PStr plants (J), and SStr plants (K).
Bar = 50 µm. Star (*) on the curves indicates a p < 0.05 with a t-test.
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2.3. Natural Variation in the Floral Stem Growth and in Sugar Content in Control Conditions

In the control conditions, the projected rosette area and stem height of the Arabidopsis accessions
differed (Figure 3A,B). The relative water content of the rosette, but not of the stem, was also
significantly different between the different accessions (Figure 3C,D). The relative water content
was significantly higher in the Col0 than in Ct1 and Tsu0 plants. The fructose content was low for
all of the three genotypes (data not shown), while the sucrose and glucose contents differed between
the accessions (Figure 3E,F,G). Th total soluble sugar content (fructose, glucose, and sucrose) was
higher in the Ct1 plants than in the other accessions (Figure 3G). We also observed a variation in
the hexoses-to-sucrose ratio (Figure 3H), with a hexoses-to-sucrose ratio higher in the Tsu0 plants.
These data indicate diversity in the growth of the vegetative and reproductive organs, and in their
sugar accumulation. Broad diversity in the sugar content of the rosette of the Arabidopsis accessions
has been reported in a broad range of conditions [33,34], but so far, not for the stem.
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Figure 3. Natural variation in the size and sugar content of the Ctrl Arabidopsis plants. (A–H) The box
and whisker plots represent the distribution of the biological replicates (see Figure 2 for details) with
in (A) the projected rosette area (n = 5–6), (B) stem height (n > 9), (C) rosette relative water content
(n = 4), (D) stem relative water content (n = 4), (E) sucrose content, (F) glucose content, (G) total
soluble sugar content (i.e., sucrose, glucose, and fructose), and (H) and hexoses-to-sucrose ratio ((E–H):
n = 5–6). All of the data were obtained at 17 DAB, except for the rosette and stem relative water content
that were measured at 16 DAB. Different letters indicate significant differences among the accessions
determined using a one-way analysis of variance (ANOVA), combined with a Tukey’s comparison
post-test (p < 0.05).

2.4. Diversity in the Arabidopsis Floral Stem Growth and Sugar Content in Response to High Salinity

When applying a salt stress during the reproductive stage, we observed an effect on the growth of
both the rosette and the floral stem (Figure 4A–C), with a magnitude that depended on the accession.
The projected rosette area (PRA) was smaller in the salt-treated Ct1 plants compared with the control
Ct1 plants, in contrast to the rosette of Col0 and Tsu0 accessions, for which only a tendency for a smaller
PRA was measured (Figure 4D). The stem was shorter in the salt-treated plants than in the Ctrl plants
for all three accessions (Figure 4E). But the effects of the salt-treatment, with or without a pre-treatment,
were much more pronounced at 16 DAB for the Ct1 and Tsu0 plants (50% and 65% shorter, respectively)
than for the Col0 plants (30% shorter). We also observed some variations in the water content of the
rosette and stem of the salt-treated plants compared with the Ctrl plants (Figure 4F,G). Regarding
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pre-treatment, comparing the SStr and PStr plants (Figure 4A–G), we observed no difference in either
the growth or water content of any accession, except for the water content in the rosette and stem
of the Col0 plants. Overall, these data indicate larger effects on the stem growth of the two tolerant
accessions of Ct1 and Tsu0.
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the reduction in the stem growth under a high salinity was associated with variations in the sugar 
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considered as a proxy for a plant's physiological and developmental status toward biomass 
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Figure 4. Physiological responses to salt treatment in Arabidopsis accessions. (A–C) Plant growth at
17 DAB under Ctrl, PStr, and SStr treatments, for the Col0 (A), Ct1 (B), and Tsu0 (C) plants. Scale
bar = 2.5 cm. (D–G) The box and whisker plots represent the distribution of the biological replicates
(see Figure 2 for details) within the (D) fold-changes in the projected rosette area at 17 DAB (n = 5–6),
(E) the fold-changes in the stem height at 17 DAB (n > 6), (F) the fold-changes in rosette water content
at 16 DAB (n = 4), and (G) the fold-changes in the stem water content at 16 DAB (n = 4). The fold
changes were determined using the values that were normalized to the mean of control plants of the
same accession. Red lines indicate the relative control means (= 1). Stars denote significant differences
of treatments compared to the control plants (* p < 0.05, n ≥ 5). White bars—PStr plants. Grey
bars—SStr plants.

Because the total soluble sugars content of the stem under normal conditions depended on
accession (Figure 3E–H), we also analyzed the sugar content in the stem of the salt-treated plants
(Figure 5). Significant fold-changes in the sugars content were observed in response to high salinity,
depending on the accession (Figure 5A–D). Overall, the total soluble sugar content tended to be
higher in the salt-treated plants than in the Ctrl plants, with the highest accumulation in Tsu0,
with a five-fold change in the total soluble sugars and a three-fold change in the glucose content
(Figure 5A,C). Interestingly, the hexoses-to-sucrose ratio was higher in the Tsu0 salt-treated plants than
in the Ctrl plants. It was significantly lower in the PStr Col0 plants compared with the Ctrl plants.
The ratio in the Ct1 salt-treated plants was similar to the one observed in the Ctrl plants (Figure 5D).
Thus, the reduction in the stem growth under a high salinity was associated with variations in the
sugar content, and contrasted values in the hexoses-to-sucrose ratio. This ratio has sometimes been
considered as a proxy for a plant’s physiological and developmental status toward biomass production
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versus storage, with low ratios being associated with a high demand for cell division or expansion,
and high ratios being associated with storage [35]. The differences in the accumulation of sugars in the
stem could reflect the differences in its capacity to fix and/or export sugars at the stage of sampling.Plants 2019, 8, x FOR PEER REVIEW 7 of 17 
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Figure 5. The natural variation of the response of the sugar content to salt treatment. Fold changes
in the stem sugar contents in the PStr and SStr plants at 17 DAB. (A–D) The box and whisker plots
represent the distribution of the biological replicates (see Figure 2 for details) with in (A) the fold
changes in total soluble sugars, (B) the fold changes in sucrose, (C) the fold changes in glucose, and (D)
the fold changes in hexoses-to-sucrose ratio (n = 5–6). FC—fold changes. Stars denote the significant
differences of the treatments compared to the control plants (* p < 0.05, n ≥ 5). White bars—PStr plants.
Grey bars—SStr plants.

Our data showed higher hexoses-to-sucrose ratios in the salt-treated Tsu0 plants, which could
indicate a higher capacity to store soluble sugars at this developmental stage, while the lower ratio
observed in the PStr Col0 plants could indicate higher demands for cell division or elongation. Whether
this would also reflect the differences in the overall development of the inflorescence in the three
accessions, and the faster or slower transitions from sink-to-source is not known. This prompted us to
examine in more detail the stem growth kinetics of the three Arabidopsis accessions.

2.5. Responses to High Salinity and Kinetics in the Stem Growth

The stem height and its growth rate were examined from 7 to 16 DAB (Figure 6A,B). The growth
rate of the Ctrl plants was smaller in Col0 compared with Ct1 and Tsu0 (Figure 6B). The growth rate of
Col0 was not impacted much by the salt stress. In the Ct1 plants, in which the overall growth rate was
higher than in the Col0 plants, the rate was slightly reduced under salt treatment from 7 to 16 DAB.
Both in the Ctrl and salt-treated Col0 and Ct1 plants, this rate reached a plateau after 14 DAB. In Tsu0,
the slope of the growth rate curve was different both in the Ctrl and salt-treated plants from the one
observed in the two other accessions. It was characterized by higher rates at early time points, and
then a plateau from 9 to 14 DAB, followed by a decline, both in the Ctrl and salt-treated Tsu0 plants.

We then calculated the salt response index (SRI) at 11, 14, and 16 DAB (Figure 6C–E). Until 14 DAB,
high salinity had little effect on Col0, whose SRI was close to 1 for the salt-treated plants. For Ct1 and
Tsu0, whose stems grew faster during the two first weeks, we observed a smaller SRI at 11, 14, and 16
DAB. The SRI values in the salt-treated plants decreased with time (Figure 6C–E), with the smaller
indexes being observed in the salt-treated Tsu0 plants.
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smaller in Col0 compared with Ct1 and Tsu0 (Figure 7A–C), with a smaller area of the vascular tissues 
(VA) (Figure 7D,E). However, the vascular area-to-stem area ratio remained similar in all three 
accessions (Figure 7F). Some variability was observed in the number of vascular bundles and in the 
number of vascular bundles per stem section area (Figure 7G,H). Finally, we observed a variability 
in the proportions of the phloem, xylem, and cambium areas in the vascular tissues (Figure 7I–L). 
The lumen area of the largest xylem vessels of each vascular bundle per stem section were measured 
in order to determine their diameter (D). Significantly higher D values were observed in the Ct1 
plants compared with the Col0 and Tsu0 plants (18 µm ± 5, in Col0 (±SD, n = 177), 23.9 µm ± 4 in Ct1 
(±SD, n = 296), and 19.2 µm ± 4 inTsu0 (±SD, n = 320)). As a result, the theoretical hydraulic specific 
conductivity of the stem was higher in the Ctrl Ct1 plants compared with the Col0 and Tsu0 plants, 
with the average values ranging from 0.01 to 0.02 m2. s−1. MPa−1 (Figure 7M). 

Figure 6. Stem growth in response to high salinity in Arabidopsis. Growth of the stem for the Ctrl,
PStr, and SStr plants. The height of the stem was recorded at 7, 9, 11, 14, and 16 DAB. (A) The height
of the stem and (B) the stem daily growth rate. The curves represent the mean ± SE (n = 9–18)
for each time point. (C–E) The box and whisker plots represent the distribution of the biological
replicates (see Figure 2 for details). (C–E) Salt response index (SRI) of the main stem at 11 (C), 14 (D),
and 16 DAB (E). Stars denote significant differences of the treatments compared to the control plants
(* p < 0.05, n ≥ 9). In white—PStr plants. In grey—SStr plant.

2.6. Natural Variation in the Anatomy of the Stem in Normal and High Salinity Conditions

To identify the additional clues explaining the different responses observed in the susceptible and
tolerant accessions to a high salinity, we also analyzed the anatomy of the stem, looking at the stem
sections sampled at the base of the stem. In the Ctrl plants, the area of the stem section was smaller
in Col0 compared with Ct1 and Tsu0 (Figure 7A–C), with a smaller area of the vascular tissues (VA)
(Figure 7D,E). However, the vascular area-to-stem area ratio remained similar in all three accessions
(Figure 7F). Some variability was observed in the number of vascular bundles and in the number
of vascular bundles per stem section area (Figure 7G,H). Finally, we observed a variability in the
proportions of the phloem, xylem, and cambium areas in the vascular tissues (Figure 7I–L). The lumen
area of the largest xylem vessels of each vascular bundle per stem section were measured in order to
determine their diameter (D). Significantly higher D values were observed in the Ct1 plants compared
with the Col0 and Tsu0 plants (18 µm ± 5, in Col0 (±SD, n = 177), 23.9 µm ± 4 in Ct1 (±SD, n = 296),
and 19.2 µm ± 4 inTsu0 (±SD, n = 320)). As a result, the theoretical hydraulic specific conductivity of
the stem was higher in the Ctrl Ct1 plants compared with the Col0 and Tsu0 plants, with the average
values ranging from 0.01 to 0.02 m2. s−1. MPa−1 (Figure 7M).
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The number of vascular bundles per section area also showed slight variations both in the PStr Col0 
plants and the PStr and SStr Tsu0 plants, compared with their respective Ctrl plants (Figure 8C). But 
the most significant effects were the higher proportions of phloem and the lower proportions of 
xylem in the vascular tissues in the salt-treated Ct1 and Tsu0 plants compared with the control plants 
(Figure 8D–F). Variations in the proportion of the vascular areas per stem section were also observed 
(Figure 8G). The diameters of the largest vessels and theoretical hydraulic specific conductivity that 
were calculated from the lumen area of the largest vessels were smaller in the salt-treated plants 
compared with the controls in the two tolerant accessions, Ct1 and Tsu0, (Figure 8I,J), while in Col0 
plants, the high salinity had no effect on the D and Khts, compared with the Ctrl plants. 

Figure 7. Natural variation of the anatomy in the stem of Arabidopsis plants at 17 DAB. (A–C)
Representative stem sections of the Col0 (A), Ct1 (B) and Tsu0 (C) plants, with counterstaining with
Safranin O and Alcian Blue. Bars = 200 µm. (D–M) The box and whisker plots represent the distribution
of the biological replicates (see Figure 2 for details), for the stem section area (D), vascular area per
stem section (VA) (E), vascular area/stem section area ratio (F), number of vascular bundles per section
(G), number of vascular bundles per stem section area (H), phloem area/vascular area ratio (I), xylem
area/vascular area ratio (J), cambium area/vascular area ratio (K), phloem area/xylem area ratio
(L), and theoretical specific hydraulic conductivity (Khts) (M). Different letters indicate significant
differences among accessions determined using a one-way analysis of variance (ANOVA) combined
with Tukey’s comparison post-test (p < 0.05, n = 4–6, except for Khts, with n > 45).

The same anatomic traits were analyzed in the salt-treated plants. Slight variations were observed
in the stem section area (Figure 8A) and in the vascular area per stem section (Figure 8B). The number
of vascular bundles per section area also showed slight variations both in the PStr Col0 plants and
the PStr and SStr Tsu0 plants, compared with their respective Ctrl plants (Figure 8C). But the most
significant effects were the higher proportions of phloem and the lower proportions of xylem in the
vascular tissues in the salt-treated Ct1 and Tsu0 plants compared with the control plants (Figure 8D–F).
Variations in the proportion of the vascular areas per stem section were also observed (Figure 8G).
The diameters of the largest vessels and theoretical hydraulic specific conductivity that were calculated
from the lumen area of the largest vessels were smaller in the salt-treated plants compared with the
controls in the two tolerant accessions, Ct1 and Tsu0, (Figure 8I,J), while in Col0 plants, the high salinity
had no effect on the D and Khts, compared with the Ctrl plants.
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area-to-xylem-area ratio, (G) the fold changes in the VA per surface unit of the stem section, (H) the 
number of irregular xylem (irx) vessels per vascular bundle, (I) the fold changes in the xylem vessel 
lumen area (J), and the fold changes in theoretical hydraulic specific conductivity. In grey—SStr 
plants. In white—PStr plants. FC—fold changes. Stars denote significant differences of salt treatment 
compared to the control condition (* p < 0.05, n = 4–6, except for the irx vessels and Khts values, with 
n > 36).  

A number of irregular xylem vessels were observed in the salt-treated plants, although they were 
not observed in the Ctrl plants (Figure 9), with less marked cell deformations in the salt-treated Col0 
compared with Ct1 and Tsu0. These irregular xylem cells correspond to a phenotype known as 
“irregular xylem” (irx), found in a range of mutants deficient in secondary cell wall formation [36]. 
Under a high salinity, irx cells were observed both in the tolerant and susceptible Arabidopsis 
accessions, questioning the role of this trait in its adaptation to salt stress. No irx cells were observed 
in Thellungiella under our high salinity conditions. 

 

Figure 8. Natural variation in the Arabidopsis stem anatomy in response to a high salinity at 17 DAB.
(A–I) The box and whisker plots represent the distribution of the biological replicates (see Figure 2 for
details), within the (A) fold changes in the stem section areas, (B) the fold changes in the total vascular
areas per stem section (VA), (C) the fold changes in the number of vascular poles per stem section surface
unit, (D) the fold changes in the total phloem area/VA ratio per stem section, (E) the fold changes in
the total xylem area/VA ratio per stem section, (G) the fold changes in the phloem area-to-xylem-area
ratio, (G) the fold changes in the VA per surface unit of the stem section, (H) the number of irregular
xylem (irx) vessels per vascular bundle, (I) the fold changes in the xylem vessel lumen area (J), and the
fold changes in theoretical hydraulic specific conductivity. In grey—SStr plants. In white—PStr
plants. FC—fold changes. Stars denote significant differences of salt treatment compared to the control
condition (* p < 0.05, n = 4–6, except for the irx vessels and Khts values, with n > 36).

A number of irregular xylem vessels were observed in the salt-treated plants, although they
were not observed in the Ctrl plants (Figure 9), with less marked cell deformations in the salt-treated
Col0 compared with Ct1 and Tsu0. These irregular xylem cells correspond to a phenotype known as
“irregular xylem” (irx), found in a range of mutants deficient in secondary cell wall formation [36].
Under a high salinity, irx cells were observed both in the tolerant and susceptible Arabidopsis accessions,
questioning the role of this trait in its adaptation to salt stress. No irx cells were observed in Thellungiella
under our high salinity conditions.
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Figure 9. Observation of irregular xylem vessels under high salinity in the stem of Arabidopsis. Details
of the xylem cells in the vascular bundles of Ctrl, PStr, and SStr plants at 17 DAB, observed in the stem
section after staining with Safranin O and Alcian Blue. (A,D,G) Ctrl Plants, (B,E,H) PStr plants, (C,F,I),
and SStr plants for Col0 (A–C), Ct1 (D–F), and Tsu0 (G–I). Stars (*) indicate irx vessels. Ve—vessel.
Fib—xylem fiber. XP—xylem parenchyma cell. Bars = 50 µm.
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2.7. Contrasted Responses of the Traits Related to Sugar Homeostasis and Anatomy in the Stem

The analyses of the variance of the different traits measured in response to the salt treatment
confirmed both a significant genotypic effect and an effect of the salt environment (Figure 10).
We observed predominant genotype effects on the stem sugar content, rosette growth, and stem
section areas (Figure 10A–C), while the environment effects were predominate on the stem height and
growth rate (Figure 10B,D). The largest genotypic effects were associated with the sucrose content
in the stem (87% of variance), and the largest environmental effects were associated with the stem
height (71% of variance) and occurrence of irx vessels (80% of variance). Several traits showed
a significant effect of the interaction genotype x environment, including the stem height (20% of
variance), the proportion of phloem within the vascular tissues (19%), and the number of vascular
bundles per stem section (19%). For the two traits associated with water transport (i.e., diameter of the
largest vessels and theoretical hydraulic specific conductivity, i.e. Khts), we observed an effect of the
genotype, but minor effects of the environment or of the interaction genotype x environment.
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Figure 10. Analysis of variance of the traits measured during the reproductive stage, showing the effects
associated with the genotype (G), the environment (E), and the interaction of genotype x environment
(GxE) within the overall variations. VA—total vascular area per stem section. irx—number of irregular
xylem cells per xylem section. Khts—theoretical hydraulic specific conductivity. For more details on
the data, see the legends of Figures 3, 4 and 6. For each trait, the bars represent the sum of the squares
associated with each factor, shown as proportions. The percentages of factors showing significant
effects (p < 0.05) are indicated directly in the graph (ns for not significant effects). (A) Traits relative to
the stem sugar content. (B) Growth traits of the rosette and stem. (C) Stem anatomic traits. (D) Traits
relative to the stem vascular tissues.
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3. Discussion

In this study, we focused on the effects of high salinity during the reproductive stage, with an
emphasis on the response in the floral stem. This approach aimed at examining the effects of the salt
treatment on both the sugar content in the stem and the anatomy of the vascular tissues within the stem.
The Arabidopsis floral stem plays an important role in carbon allocation. In addition, it is an interesting
model to follow the effect of the stress on the development of the vascular tissues. By examining the
natural variation of these responses between accessions, we aimed to identify the traits that developed
in the accessions adaptated to high salinity.

In the three Arabidopsis accessions chosen for this study, which included both susceptible and
tolerant accessions, a natural variability was observed in the sugar content, hexoses-to-sucrose ratio
(Figure 3), anatomy of the stem and vasculature (Figure 7), and growth kinetics of the control plants
(Figure 6). Despite this broad natural variation, Arabidopsis, like other herbaceous species, is generally
described as a ruderal. Ruderal species reproduce quickly and use their nutritional resources for
the optimal production and dispersal of seeds. By contrast, Thellungiella spp, which have a slow
growth rate, are typical of “stress tolerator” species, according to the Grime’s classification [37].
When applying the salt treatment during the reproductive stage of Thelungiella, the stem growth was
not impacted much by the 150 mM NaCl treatment (Figure 2). In contrast, we observed significant
effects of salinity on the stem growth of the Arabidopsis accessions (Figures 4 and 6), with a larger stem
growth reduction in the two tolerant accessions, Tsu0 an then Ct1, while they had stronger growth
in the control conditions. There were also major differences in the stem growth kinetics of the three
accessions, with a variability in their growth rates (Figures 6 and 10). Because of the strong effect of the
interaction genotype per environment in explaining the variability of the stem height, this quantitative
trait appears to be adaptive in Arabidopsis (Figure 10).

Our findings also indirectly indicate that the extent of the stem growth reduction is not determined
by the rosette biomass at the beginning of the salt treatment. Nor was it associated with the extent of the
rosette growth reduction during the treatment (Figure 8). Thus, the strategy of the Arabidopsis tolerant
accessions to cope with high salinity may be that the fitness, for example seed production, is improved
by reducing the stem growth, while accumulating more sugars (Figure 5), a hypothesis that could be
explored using the same experimental design set up for this work. Alternatively, another strategy to
maintain seed production may primarily be to promote high vigor during the vegetative phase.

The vascular tissues in the stem are the main pathways for water and nutrient supply to the fruits.
So far, few studies have explored the natural variation in the anatomy of the vascular tissues, and even
less attention has been focused on any natural variation in response to biotic or abiotic stresses. Earlier
studies only explored the xylem-to-phloem ratio in the hypocotyl under standard conditions [38],
and the root anatomy in relation to the hydraulic parameters, with or without salt stress [15]. Here,
under a high salinity, we observed a natural variation in the total areas of the stem section and vascular
tissues (Figure 8), however most of the variability was explained by a genotypic effect (Figure 10),
and our data provided no evidence that these changes were adaptive. In contrast, we found diversity
among the accessions in the phloem-to-xylem ratio (Figure 8). This quantitative trait showed a strong
effect of the genotype x environment interaction (Figure 10). The Ct1 and Tsu0 tolerant accessions
displayed a lower proportion of xylem tissue per vascular bundle, and a higher proportion of phloem
tissue per vascular bundle, in stress vs. control conditions (Figure 10). A major effect of the interaction
(nearly 20% of the variance) was also found for the proportion of phloem within the vascular tissues
(phloem-to-VA ratio) (Figure 10). Such changes potentially affect the nutrient long-distance transport
capacity by maintaining carbon allocation via the phloem, while counteracting the water deficit and
osmotic stress due to the salt.

Previous reports have shown a reduction of the xylem water transport in glycophytic plants
under a high salinity. This was related to the changes in the root conductivity in cucumber, rice,
and Arabidopsis [15,39,40]; the lumen areas of the stem vessels in poplar [41,42]; and the hydraulic
conductivity in Eucalyptus [43]. In the Arabidopsis stem, we observed smaller lumen areas (A) and
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diameters (D) of the main vessels in the xylem (Figure 8), associated with smaller predicted values
of the theoretical hydraulic conductivity (Khts) of the tolerant accessions Ct1 and Tsu0 under a high
salinity (Figure 8). Interestingly, the lumen areas and diameters of the largest vessels and the predicted
Khts values for Thellungiella salsuginea, both in the control conditions and in response to salt treatment
(Figure 2), were much smaller than the ones observed in the Arabidopsis accessions, supporting the
hypothesis that a reduction of Khts in the stem is an adaptive process. Differences in the stem anatomy
and its predicted hydraulic profile could thus contribute to the variability in salt tolerance and provide
clues about the adaptive processes. Another underlying issue is the relationship between the various
traits analyzed in the stem and the traits associated with root anatomy and hydraulics, which should
be further explored.

We also observed deformations of the xylem vessels in the stem of the three Arabidopsis accessions
under high salinity that correspond to an irregular xylem (irx) phenotype, while none were observed
in Thellungiella salsuginea (Figures 2 and 9). Similar collapsed and deformed xylem vessels have
been described in irx Arabidopsis mutants, and are indicative of defects in the secondary cell wall
formation [36]. We do not know whether the irx phenotype observed in response to salt treatment is
associated with defects in the xylan, lignin, or cellulose deposits in the vessel’s cell walls, as shown
in many irx mutants [36]. Nevertheless, a recent transcriptomic study of the salt response of the
inflorescence of the Col0 accession showed a transcriptional reprogramming of the genes involved in
lignin biosynthesis, leading to a lower lignin content in the stem in response to the salt treatment [24].
The secondary cell wall defects observed under a high salinity in the stem and their contribution to
salt tolerance should therefore be further investigated.

In Arabidopsis, the differences in the stem growth rate and vasculature anatomy under salt stress
raise the question of whether sugar homeostasis in the stem is regulated. We indeed observed a
natural variation in the stem sugar content and hexoses-to-sucrose ratios, both in the control conditions
and in response to salt stress (Figures 3 and 5). This latter quantitative trait showed significant
genotype x environment interaction effects (Figure 10), suggesting that it may contribute to adaptive
processes. Variations in the sugar content of the rosette are well known [33,34]. However few studies
analyzed the sugar status in the floral stem, despite its major contribution to the plant’s lifetime
carbon gain, and its importance for overall plant fitness [27,29]. Further studies are now required on
the association between these traits and the regulation of the expression of genes involved in sugar
transport and homeostasis.

In conclusion, by describing a significant genetic variation of several traits related to the stem
anatomy, this study provides a basis for the future quantitative genetic analyses of the physiological
and anatomical traits of the stem involved in tolerance to osmotic stresses.

4. Materials and Methods

4.1. Plant Material and Growth Conditions

Arabidopsis thaliana accessions Columbia-0 (Col0), Catania-1 (Ct1), and Tsushima-0 (Tsu0), and the
halophyte Thellungiella salsuginea were obtained from the Versailles Stock Center. The seeds were
surface sterilized then sown in soil and grown in a growth chamber with a long-day photoperiod
(150 µEm−2 s−1, 65% humidity, 16 h light at 21 ◦C/8 h dark at 17 ◦C). To synchronize the floral bud
appearance, Col0, Ct1, and Thellungiella salsuginea were sown 7, 9, and 10 days, respectively, after the
sowing of Tsu0 (Figure 1). The plants were watered three times per week by immersion in standard
nutrient solution for four hours (10 mM nitrate, 2.75 mM potassium, 0.5 mM calcium, 0.7 mM chloride,
and 0.25 mM phosphate) [44].

4.2. Salt Treatment and Pretreatment (Acclimation)

For the salt treatment, the plants were watered three days before the onset of floral bud by
immersion in a nutrient solution containing 150 mM NaCl, for 6 h, in order to obtain the full imbibition
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of soil. The plants were then watered three times per week for 19 days with the salt nutrient solution.
For acclimation, the plants were submitted to progressive pre-treatment of 25 mM for three days,
and 50 mM NaCl for two days, before the beginning of the 150 mM salt stress (Figure 1).

4.3. Growth and Physiological Parameters

The plant growth was recorded daily after the beginning of the acclimation and salt stress.
The projected rosette area was measured daily from the pictures taken from day 1 to day 13 after the
beginning of acclimation, and were analyzed using ImageJ Software (https://imagej.nih.gov/ij/),
with five to six replicates per genotype and per condition. The height of the main floral stem was
measured every two or three days from 5 to 16 DAB, with at least nine replicates per genotype and per
condition. The daily growth rate of the floral stem (plotted at the end of the interval on Figures 2 and 6)
was determined as the increase in height between two time points, divided by the number of the days
of the interval. The salt response index (SRI) was calculated by dividing the stem growth rate of the
PStr or SStr plants, by the mean stem growth rate of the Ctrl plants (equivalent of the osmotic tolerance
index described by Rajendran and colleagues [32]). The destructive measures of the fresh weight (FW)
and dry weight (DW) of the rosette and floral stem were made at 16 DAB, with four replicates per
genotype and per condition. The relative water content was calculated as the ratio (FW − DW)/FW.

4.4. Carbohydrate Content

The fully expanded rosette leaves and floral stem, without lateral stems, siliques, flowers,
and cauline leaves, were harvested at 17 DAB, eight hours after the beginning of the light period,
and were frozen in liquid nitrogen before grinding. The soluble sugars were extracted from 50 mg
of frozen powder, by two successive additions of 80% ethanol, for 2 h in ice. The supernatants
after centrifugation were separated from the residual solid material, evaporated with a speed-vac,
and re-suspended in water [45]. The sucrose and hexose levels were determined using an enzymatic
sucrose/D-glucose/D-fructose kit (R-Biopharm, Darmstadt, Germany). For each genotype, five to six
biological replicates were analyzed per condition.

4.5. Anatomy of Stem Sections

The floral stems harvested at 17 DAB for the analysis for the carbohydrate content were used for
anatomic studies. The first cm of the basal part of the main floral stem was collected and embedded
in 8% low-melting agarose. For each genotype, four to six biological replicates were analyzed per
condition. The transverse sections (50 µm thick) were cut on a Vibratome MM France, and were stored
in 70% ethanol at 4 ◦C until use. For the imaging, the sections were colored for 20 s with Safranin
O–Alcian Blue staining [46]. The observations were done by Zeiss Stereo Microscopy using a color
camera and transmitted light. Using ImageJ Software, the following parameters were measured:
the area of the stem cross section, number of vascular bundles, and total area of the vascular bundles.
For each vascular bundle, the total areas of the phloem, xylem, and cambium were measured. For each
xylem pole, the number of irregular xylem cells was determined with the cells counter function of the
“Analyze” plugin of ImageJ (http://imagej.nih.gov/ij/), with at least four to five biological replicates
per genotype and condition, one section per biological replicate, and the irx cells determined for at
least nine poles per section.

4.6. Stem Theoretical Hydraulic Specific Conductivity

The theoretical hydraulic specific conductivity (Khts) was predicted from the Hagen–Poiseuille
equation, using the following dimensions of the largest vessels [47]: for each individual vascular
bundle in each stem section, the lumen area (A) of three to four xylem vessels was measured. The circle
diameter (D) of each vessel was deduced from A, as D = (2

√
(A/π)) [48]. Then, the Khts was determined

as Σ(πD4/128η)/ΣA, where η is the water viscosity coefficient at 20 ◦C (1.0016 mPa/s) and D is the
circle diameter [47]. For each genotype, four to six biological replicates were analyzed per condition,

https://imagej.nih.gov/ij/
http://imagej.nih.gov/ij/
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and for each section, at least nine poles per section were analyzed, except for Thellungiella, for which
three to four poles were analyzed.

4.7. Statistical Analyses

The statistical analyses were performed using a two-way ANOVA combined with a Tukey’s
comparison post-test, using R statistical software, version 3.3.2 (http://www.r-project.org). A p-value
of <0.05 was considered significant.
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1. Rôle des transporteurs SWEETs dans le développement, la croissance et la physiologie 

de la hampe florale 

 

Chez l’espèce modèle Arabidopsis thaliana, la hampe florale est un organe central 

puisqu’elle porte les inflorescences latérales, les siliques et les fleurs et permet ainsi la 

distribution des éléments nutritifs dans tous les organes de la plante et notamment lors de la 

production des graines. La hampe florale est considérée comme un organe puit au moment de 

son émergence, car sa croissance requière un fort apport énergétique (Denay et al., 2017; 

Lejeune et al., 1993). Au cours de sa croissance, cet organe devient une source importante 

puisqu’il produit jusqu’à 50% de sucres issus de la photosynthèse dont une large proportion 

sera utilisée par les fleurs et les siliques (Earley et al., 2009) et constitue jusqu’à 60 % de la 

biomasse totale produite par la plante (Durand et al., 2018; Ohmae et al., 2013; Sugita et al., 

2016). 

La complexité des domaines d’expression des gènes SWEET observée au cours du 

développement de la hampe et en fonction des différents types de pôles cribro-vasculaires ainsi 

que la caractérisation phénotypique des mutant sweet, réalisée au cours de cette thèse, suggère 

des rôles spécifiques de ces transporteurs à l’échelle de la plante entière. Ainsi, les échanges de 

sucres entre les cellules du système vasculaire, médiés par SWEET11 et SWEET12 joueraient 

un rôle plus important que les échanges de sucres entre le cytosol et la vacuole, médiés par 

SWEET16 et SWEET17 dans la croissance de la hampe florale. Notamment, nos résultats 

mettent en évidence un rôle des transporteurs SWEET11 et SWEET12 dans la régulation de la 

balance C/N de la plante notamment au moment de la transition florale ainsi qu’au moment de 

la remobilisation de l’azote vers les graines. Ainsi l’analyse du mutant swt11swt12 constitue un 

outil intéressant pour mieux comprendre les mécanismes moléculaires impliqués dans la 

régulation du ratio C/N. Dans une perspective proche, une analyse de la distribution de 

radioisotopes 14C et 15N dans les différents organes au cours du développement de la plante 

devrait permettre de mieux évaluer la contribution de la hampe florale dans l’allocation du 

carbone et de l’azote à l’échelle de la plante.  

Nos résultats ont également montré que le promoteur de SWEET12 s’exprime dans toutes 

les cellules de parenchymes des pôles de xylème de type-L. Selon la classification établie par 

Park et al. (2015), les pôles de type-L connectent la hampe florale et les feuilles caulines. Ces 

résultats suggèrent donc un rôle de SWEET12 dans l’allocation des sucres entre ces 2 organes 

au niveau du xylème. Cependant l’analyse du simple mutant swt12 n’a pas permis de mettre en 
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évidence de phénotype sur les paramètres analysés. Ainsi, la question de savoir dans quelle 

mesure le transport facilité des sucres entre les feuilles caulines et la hampe florale impacte la 

croissance et le développement chez Arabidopsis thaliana se pose. Chez les arbres, où les 

cellules de parenchymes constituent une part importante du volume du xylème (Holbrook and 

Zwieniecki, 2005; Spicer, 2014), il a été montré que les cellules de parenchymes permettent de 

subvenir aux besoins des cellules voisines grâce notamment au stockage de sucres solubles, 

d’amidon et/ou de lipides (Bucci et al., 2003; De Boer and Volkov, 2003; Salleo et al., 2004; 

Secchi and Zwieniecki, 2011; Secchi et al., 2017; Spicer, 2014). De plus les cellules de 

parenchyme xylémiens auraient également un rôle majeur en réponse à des stress abiotiques 

(Ménard and Pesquet, 2015). Ainsi, il serait peut-être intéressant d’analyser plus 

spécifiquement le phénotype du simple mutant swt12 dans des conditions de stress comme ceux 

testés dans cette thèse.  

 

2. Rôles des transporteurs SWEETs dans le développement des vaisseaux 

A l’échelle du tissu, les résultats obtenus dans cette thèse mettent également en évidence un 

rôle des transporteurs SWEETs dans le développement des vaisseaux et des fibres (taille et 

composition de la paroi). Sur la base de ces résultats, le modèle présenté dans la Figure 77 peut 

être proposé.  

Selon ce modèle, le transporteur SWEET16 contribuerait à l’export de saccharose, de 

glucose et/ou de fructose vers le cytosol dans les cellules procambiales et les initiales du xylème 

afin de produire l’énergie nécessaire aux processus de division cellulaire et au début de 

l’expansion cellulaire. Afin d’assurer la poursuite de l’expansion cellulaire, qui est 

particulièrement importante chez les vaisseaux de xylème puisque ce sont les cellules les plus 

grandes chez les végétaux (Cosgrove, 2005), une augmentation du volume des cellules via 

l’augmentation du volume de la vacuole, est nécessaire. Dans la littérature, il a été décrit que 

cette augmentation du volume de la vacuole est dépendante du transport d’eau et de sucres 

(Arend and Fromm, 2003; Beauvoit et al., 2014). Sur la base de nos résultats, nous proposons 

donc qu’au cours des premières d’expansion cellulaire des cellules de xylème, SWEET16 

participerait à l’import de sucres dans la vacuole afin d’assurer l’expansion des vaisseaux de 

xylème (Figure XX). Après la fin de l’expansion cellulaire, le dépôt de la paroi secondaire 

débute (Schuetz et al., 2012). Dans ce contexte et sur la base de nos résultats, nous suggérons 

que les sucres précédemment accumulés dans la vacuole seraient remobilisés vers le cytosol 
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par l’action des transporteurs SWEET16 et SWEET17. Les sucres ainsi libérés dans le cytosol 

seraient utilisés comme précurseurs pour la synthèse des polysaccharides de parois. Notamment 

la spécificité de transport de SWEET17 pour le fructose, pose la question d’un rôle central de 

ce sucre dans la formation de la paroi secondaire du xylème. Bien que le lien entre le 

métabolisme du fructose et la formation de la paroi secondaire n’ait pas été spécifiquement 

étudié, un rôle des fructokinases, qui permettent la phosphorylation du fructose avant sa 

métabolisation par la cellule a été proposé (Granot et al., 2014; Stein et al., 2017). En 

complément, un transport de sucres entre les fibres et les vaisseaux en développement pourrait 

également intervenir par l’action de SWEET11 (Figure XX). A un stade de développement plus 

tardif, après la dégradation de la vacuole, la formation de la paroi secondaire se poursuit et la 

lignification des vaisseaux à lieu (Schuetz et al., 2012). Du fait de l’absence de la vacuole, les 

vaisseaux ne pourraient plus être autonomes quant aux ressources carbonées et devraient donc 

dépendre des cellules voisines. Un mécanisme de ce type a été mis en évidence concernant le 

transport des monolignols (Smith et al., 2013; Smith et al., 2017). Ainsi, les monolignols 

synthétisés dans les fibres de xylème et les cellules de parenchyme xylémiens seraient 

transportés via l’action de transporteurs de type ABC dans les vaisseaux en maturation afin de 

permettre la formation de la paroi secondaire. De plus les mêmes auteurs ont montré que 

contrairement aux vaisseaux dont la lignification est complètement dépendante des cellules 

environnantes (fibres et parenchyme xylémien), les fibres sont, quant à elles, autonomes pour 

leur lignification (Smith et al., 2017). Nos résultats permettent de suggérer un mécanisme 

similaire dans le cas du transport des sucres solubles (Figure XX). Ainsi les transporteurs 

SWEET11 et/ou SWEET12 assureraient le transport des sucres des fibres (SWEET11) et des 

parenchymes xylémiens (SWEET11 et SWEET12) vers les vaisseaux en cours de maturation. 

L’expression de SWEET16 et SWEET17 dans les cellules de parenchyme xylémien pourrait 

permettre de maintenir l’homéostasie des sucres dans ce type cellulaire.  

Afin d’appuyer le modèle proposé ici, il serait intéressant de complémenter les simples 

mutants sweet de façon cellule-spécifique par l’utilisation de promoteur uniquement exprimé 

dans les cellules de procambium (ex : PXY ou WOX4) (Etchells and Turner, 2010; Shi et al., 

2019), des cellules de parenchyme xylémien (ex : PRX47) ou des fibres xylémiennes (ex : 

PRX68) (Smith et al., 2017).  
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Figure 77 : Modèle proposé pour le rôle des transporteurs SWEETs au cours de la 

différenciation du xylème chez Arabidopsis thaliana 

Les différents stades de développement d’un vaisseau de xylème sont représentés avec la 

division cellulaire d’une cellule souche procambiale donnant naissance à une cellule précurseur 

de xylème. Cette cellule s’accroît et la paroi secondaire se dépose. La mort cellulaire 

programmée entraine la destruction de tous les organites. Enfin, la paroi secondaire s’épaissie 

fortement pour donner naissance à un vaisseau mature capable de transporter l’eau à longue 

distance. Les transporteurs de sucres sont représentés par des ronf (orange, rose, vert, jaune ou 

blanc), les sucres sont présentés sous forme de petits rond rouges, la vacuole est en bleue.  
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3. Sucres : nutriment ou signal ? 

Les transporteurs SWEETs permettent le transport facilité des sucres, c’est-à-dire qu’ils 

transportent les sucres selon le gradient de concentration (Chen et al., 2010). Ainsi leur activité 

présuppose l’existence d’un gradient de sucres entre deux cellules ou deux compartiments sub-

cellulaires. Cependant, la visualisation des gradients de sucres à l’échelle tissulaire constitue un 

challenge technique qui a été récemment traité par les travaux de Guendel et al. (2018) par 

l’utilisation d’une technique de spectroscopie vibrationnelle (FTIR). Cette technique a 

notamment été utilisé afin de comparer la distribution du saccharose dans l’hypocotyle entre 

des plantes de type sauvage et le double mutant swt11swt12 et a permis de montrer une 

accumulation de saccharose dans les cellules cambiales et le xylème chez le double mutant 

swt11swt12 comparé au type sauvage (Guendel et al., 2018). Outre le challenge technique que 

ces travaux représentent, les résultats obtenus illustrent la présence d’une perturbation du 

gradient de sucres entre les tissus chez le double mutant swt11swt12. Afin de compléter nos 

résultats il serait intéressant de voir si cette technique pourrait être adaptée à une analyse sur la 

hampe florale. Si c’est possible l’analyse de double mutant swt16swt17 pourrait être 

particulièrement intéressant. En effet nos résultats ont montré que l’homéostasie des sucres est 

importante dans les étapes précoces du développement du xylème et qu’une perturbation de 

cette homéostasie induit des modifications transcriptionnelles des gènes impliqués dans la 

formation de la paroi secondaire. Dans ce contexte, la question d’un rôle des sucres en tant que 

nutriments et/ou de molécule signal se pose. En effet, outre un rôle connu dans le métabolisme 

général de la cellule (Lalonde et al., 2004), les sucres agissent également en tant que molécule 

signal (Li and Sheen, 2016). Cependant à ce jour, aucun récepteur de sucres n’a été décrit dans 

la littérature. La question d’un double rôle des protéines SWEETs en tant que transporteur et 

senseur de sucres, comme cela a été démontré pour le transcepteur de nitrate NRT1.1 

(Bouguyon et al., 2015), se pose. Il se peut également que les sucres agissent au niveau 

transcriptionnel en régulant la transcription de facteurs de transcription impliqués dans le 

développement du système vasculaire via par exemple l’action des hexokinases (Cho et al., 

2006). L’analyse de l’expression des gènes impliqués dans la signalisation des sucres pourrait 

permettre d’évaluer si celle-ci est modifié dans les différents mutants sweet. De même l’analyse 

des lignées mutées dans l’expression des hexokinases ou des fructokinases avec les approches 

utilisées dans cette thèse pourrait permettre d’étudier le rôle entre le développement du xylème 

et la signalisation des sucres dans la hampe florale. 
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4. Perspectives à long terme 

Au cours de ces travaux de thèse, nous avons montré l’importance du transport facilité des 

sucres dans la croissance globale de la plante mais également dans le développement du xylème. 

Cependant, l’ensemble de cette étude a été réalisé alors que la hampe florale produit des tissus 

primaires, il serait donc intéressant de tester si des phénotypes similaires sont observées dans 

la hampe florale ou dans l’hypocotyle au cours de la croissance secondaire. De même, bien que 

le modèle Arabidopsis thaliana a été décrit comme proche de celui des arbres (Barra-Jiménez 

and Ragni, 2017), il serait intéressant d’évaluer l’effet de mutations dans les gènes SWEET chez 

des espèces ligneuses. D’ores et déjà une augmentation de l’expression de certains SWEETs a 

été identifiée dans le xylème au cours de la formation de la paroi secondaire chez le peuplier 

(Mahboubi and Niittylä, 2018). De plus, afin de mieux comprendre la relation entre le transport 

des sucres et le développement du xylème, il serait également intéressant de voir si des 

phénotypes similaires, à ceux observés chez les mutants sweet, sont observées sur des lignées 

mutées dans l’expression d’autres types de transporteurs de sucres (ex : SUC/SUT, TMT, STP). 
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Tableau SIV : Liste des 158 métabolites identifiés dans la hampe florale  

Abbreviation  Nom complet [temps de rétention] 

 1,5-anhydro-D- [219984] 1,5-anhydro-D-sorbitol [16.967] 

 1,6-anhydro-gl [2724705] 1,6-anhydro-glucose [15.326] 

 1-decanol (dec [8174] 1-decanol (decyl alcohol) [11.34 

 1-nonanol  [8914] 1-nonanol [10.014] 

 2,3-butanediol [262] 2,3-butanediol 2 [6.55] 

 2-hydroxypyrid [8871] 2-hydroxypyridine [6.519] 

 3-(methylthio) [77743] 3-(methylthio)-propylamine [11. 

 3,5-dimethoxy- [637775] 3,5-dimethoxy-4-hydroxycinnami 

 3-indoleaceton [351795] 3-indoleacetonitrile [17.214] 

 4-hydroxybenzo [135] 4-hydroxybenzoic acid [14.505] 

 4-hydroxypyrid [12290] 4-hydroxypyridine [8.204] 

 9H-purine-6-am [190] 9H-purine-6-amine [17.073] 

 acetohydroxami [1990] acetohydroxamic acid [7.72] 

 acetyl-L-serin [189] acetyl-L-serine 1 [10.009] 

 adenine 1  [190] adenine 1 [17.066] 

 adenosine 5'-d [6022] adenosine 5'-diphosphate [26.864 

 adipic acid  [196] adipic acid [12.996] 

 allantoin 1  [204] allantoin 1 [17.293] 

 allantoin 3  [204] allantoin 3 [19.167] 

 alpha ketoglut [51] alpha ketoglutaric acid [13.859] 

 arabinose  [66308] arabinose [14.897] 

 arachidic acid [10467] arachidic acid [22.367] 

 aspartic acid  [5960] aspartic acid 1 [12.002] 

 aspartic acid  [5960] aspartic acid 2 [13.207] 

 azelaic acid  [2266] azelaic acid [16.359] 

 benzoic acid ( [243] benzoic acid (pmm) [9.710] 

 benzothiazole  [7222] benzothiazole [9.574] 

 Beta- alanine  [239] Beta- alanine  1 [12.044] 

 beta-gentiobio [441422] beta-gentiobiose 2 [25.42] 

 beta-glycerolp [2526] beta-glycerolphosphate [15.645] 

 beta-sitostero [5321342] beta-sitosterol [28.848] 

 capric acid  [2969] capric acid [12.399] 

 cholesterol  [304] cholesterol [27.555] 

 cinnamic acid  [444539] cinnamic acid [13.562] 

 citraconic aci [643798] citraconic acid 1 [11.003] 

 citraconic aci [643798] citraconic acid 3 [12.222] 

 citraconic aci [643798] citraconic acid 5 [12.513] 

 citramalic aci [439766] citramalic acid [12.63] 

 citric acid  [311] citric acid [16.615] 

 citrulline 2  [9750] citrulline 2 [16.691] 
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 cyclohexanamin [7965] cyclohexanamine [6.93] 

 cysteinylglyci [65270] cysteinylglycine 1 [16.586] 

 D (+)altrose 1 [441032] D (+)altrose 1 [17.397] 

 D-(+) trehalos [7427] D-(+) trehalose [24.752] 

 dehydroascorbi [835] dehydroascorbic acid  1 [16.863] 

 dehydroascorbi [835] dehydroascorbic acid  4 [17.739] 

 D-glucose 1  [24749] D-glucose 1 [17.426] 

 D-glucose 2  [24749] D-glucose 2 [17.625] 

 D-glucose-6-ph [439958] D-glucose-6-phosphate 1 [21.39 

 D-glucose-6-ph [439958] D-glucose-6-phosphate 2 [21.55 

 DL-3-aminoisob [64956] DL-3-aminoisobutyric acid 2 [12 

 DL-isoleucine  [791] DL-isoleucine 1 [8.576] 

 DL-isoleucine  [791] DL-isoleucine 2 [10.225] 

 D-malic acid  [92824] D-malic acid [12.794] 

 D-mannose 1  [18950] D-mannose 1 [17.287] 

 D-saccharic ac [5460673] D-saccharic acid [18.614] 

 D-sorbitol  [5780] D-sorbitol [17.898] 

 elaidic acid  [637517] elaidic acid [20.508] 

 erythrono-1,4- [5325915] erythrono-1,4-lactone [12.049] 

 ethanolamine  [700] ethanolamine [9.879] 

 ferulic acid  [445858] ferulic acid [19.312] 

 fructose 1  [5984] fructose 1 [17.18] 

 fructose 2  [5984] fructose 2 [17.288] 

 fructose 6-pho [69507] fructose 6-phosphate  [21.194] 

 fumaric acid  [444972] fumaric acid [10.94] 

 galactinol 2  [439451] galactinol 2 [26.479] 

 galactitol  [11850] galactitol [17.986] 

 galactonic aci [128869] galactonic acid 2 [18.504] 

 galacturonic a [445929] galacturonic acid 1 [17.917] 

 gamma-aminobut [119] gamma-aminobutyric acid (GABA) [1 

 gluconic acid  [604] gluconic acid 2 [18.297] 

 gluconic acid  [736] gluconic acid lactone 1 [17.303] 

 Glucopyranose  [PMM008] Glucopyranose [18.05?] 

 glutaconic aci [5280498] glutaconic acid 1 [11.852] 

 glutaric acid  [743] glutaric acid (pmm) [11.704] 

 glyceric acid  [439194] glyceric acid [10.735] 

 glycerol  [753] glycerol [9.941] 

 glycerol 1-pho [754] glycerol 1-phosphate [16.056] 

 glycine  [750] glycine [10.456] 

 glycolic acid  [757] glycolic acid  (sl) [7.451] 

 glyoxylic acid [760] glyoxylic acid [10.813] 

 hexanoic acid  [8892] hexanoic acid (sl) [7.413] 

 homovanillic a [1738] homovanillic acid (HVA) [16.076] 



VI. ANNEXES 

 

 isocitric acid [1198] isocitric acid [16.583] 

 isopropyl beta [656894] isopropyl beta-D-1-thiogalacto 

 itaconic acid  [811] itaconic acid [10.839] 

 L-(+) lactic a [107689] L-(+) lactic acid (sl) [7.251] 

 lactose 1  [84571] lactose 1 [24.386] 

 L-alanine 2  [5950] L-alanine 2 [11.182] 

 L-allothreonin [99289] L-allothreonine 2 [16.365] 

 L-ascorbic aci [5785] L-ascorbic acid [17.939] 

 L-asparagine 2 [236] L-asparagine 2 [14.984] 

 lauric acid  [3893] lauric acid [14.789] 

 leucrose  [165577] leucrose [24.975] 

 L-glutamic aci [33032] L-glutamic acid 2 [14.398] 

 L-glutamic aci [33032] L-glutamic acid 3 (dehydrated)  

 L-glutamine 1  [738] L-glutamine 1 [13.431] 

 L-glutamine 2  [738] L-glutamine 2 [14.083] 

 L-glutamine 3  [738] L-glutamine 3 [16.092] 

 linoleic acid  [5280450] linoleic acid [20.399] 

 L-leucine 2  [6106] L-leucine 2 [9.945] 

 L-lysine 2  [5962] L-lysine 2 [17.643] 

 loganin  [16212335] loganin [25.963] 

 L-ornithine 2  [6262] L-ornithine 2 [16.632] 

 L-proline 2  [145742] L-proline 2 [10.321] 

 L-serine 1  [5951] L-serine 1 [9.706] 

 L-serine 2  [5951] L-serine 2 [11.174] 

 L-threonine 1  [6288] L-threonine 1 [10.224] 

 L-threonine 2  [6288] L-threonine 2 [11.464] 

 L-tryptophan 2 [6305] L-tryptophan 2 [20.466] 

 L-valine 2  [6287] L-valine 2 [9.151] 

 maleic acid  [444266] maleic acid [10.323] 

 malonic acid 1 [867] malonic acid 1 [8.919] 

 maltose  2  [6255] maltose  2 [24.915] 

 mandelic acid  [439616] mandelic acid [12.588] 

 melibiose 1  [440658] melibiose 1 [25.565] 

 myo-inositol  [892] myo-inositol [19.354] 

 myristic acid  [11005] myristic acid [16.887] 

 Myristic Acid  [RTL] Myristic Acid  d27 [16.727] 

 neohesperidin  [442439] neohesperidin [22.867] 

 N-ethylglycine [316542] N-ethylglycine 2 [8.773] 

 nicotinic acid [938] nicotinic acid [10.27] 

 N-methylalanin [5288725] N-methylalanine [8.43] 

 norvaline 1 (p [65098] norvaline 1 (pmm) [7.907] 

 oleic acid  [445639] oleic acid [20.504] 

 O-phosphocolam [1015] O-phosphocolamine [16.232] 
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 oxalic acid  [971] oxalic acid [7.883] 

 palmitic acid  [985] palmitic acid [18.846] 

 palmitoleic ac [445638] palmitoleic acid [18.728] 

 pantothenic ac [6613] pantothenic acid 2 [18.371] 

 Phenylalanine  [994] Phenylalanine 1 [13.545] 

 Phenylalanine  [994] Phenylalanine 1 [13.545] - 1 

 phosphoric aci [1004] phosphoric acid [9.966] 

 phytol 2  [6430833] phytol 2 [20.045] 

 porphine 1  [66868] porphine 1 [10.77] 

 putrescine  [1045] putrescine [15.709] 

 pyruvic acid ( [1060] pyruvic acid (sl) [7.151] 

 quinic acid  [6508] quinic acid [17.076] 

 Raffinose (pmm [439242] Raffinose (pmm) [28.969] 

 rhamnose 1  [220001] rhamnose 1 [15.574] 

 rhamnose 2  [220001] rhamnose 2 [15.656] 

 ribose  [993] ribose [15.113] 

 salicylic acid [338] salicylic acid [13.075] 

 sedoheptulose  [165007] sedoheptulose 7-phosphate [23.194] 

 shikimic acid  [8742] shikimic acid [16.433] 

 stearic acid  [5281] stearic acid [20.675] 

 succinic acid  [1110] succinic acid [10.509] 

 Sucrose  [5988] Sucrose [23.988] 

 tagatose 1  [2724552] tagatose 1 [17.011] 

 threonic acid  [5460407] threonic acid [13.652] 

 trans-aconitic [444212] trans-aconitic acid [15.842] 

 triethanolamin [7618] triethanolamine [14.464] 

 tyramine  [5610] tyramine [17.562] 

 tyrosine 2  [6057] tyrosine 2 [17.871] 

 urea  [1176] urea [9.599] 

 uric acid 1  [1175] uric acid 1 [19.331] 

 xylose 2  [6027] xylose 2 [14.791] 

 xylulose  [439204] xylulose [15.077] 
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Métabolite p-value 

D-(+) trehalose 5.4035E-08 

L-proline 2 5.0032E-05 

citraconic acid 1 7.9291E-05 

fructose 2 1.2109E-04 

dehydroascorbic acid  1 1.2204E-04 

fumaric acid 2.6500E-04 

beta-gentiobiose 2 3.1199E-04 

dehydroascorbic acid  4 5.0263E-04 

acetyl-L-serine 1 1.4884E-03 

9H-purine-6-amine 3.0338E-03 

tyramine 4.4618E-03 

aspartic acid 2 5.1322E-03 

phytol 2 5.5438E-03 

citramalic acid 6.6446E-03 

L-glutamine 3 1.0111E-02 

adenine 1 1.1195E-02 

putrescine 1.2197E-02 

fructose 1 1.4124E-02 

L-ascorbic acid 1.4582E-02 

myo-inositol 1.4999E-02 

cysteinylglycine 1 1.5553E-02 

3-indoleacetonitrile 1.6800E-02 

L-threonine 1 1.9146E-02 

xylulose 2.2996E-02 

D-glucose 1 2.5727E-02 

3-indoleacetonitrile 2.5793E-02 

allantoin 3 2.5855E-02 

L-allothreonine 2 3.2090E-02 

tagatose 1 3.3317E-02 

maltose 2 3.6952E-02 

L-threonine 2 4.0500E-02 

galactonic acid 2 4.0572E-02 

allantoin 1 4.7029E-02 

loganin 4.9237E-02 

Tableau SV : Liste des métabolites 

accumulés ou réduits dans la hampe 

florale d’au moins un mutant sweet 

Représentation des métabolites et de la 

valeur de p du test statistique ANOVA  
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Figure S1: Analyse métabolomique de la hampe florale 

Carte des chaleurs représentant les valeurs de chaque échantillon pour tous les génotypes pour 

les 33 métabolites pour lesquels des différences significatives sont observées entre au moins 

deux génotypes avec WT en violet, Atsweet16sweet17 en rouge, Atsweet11sweet12 en bleu, 

Atsweet11sweet12sweet16 en gris, Atsweet11sweet12sweet17 en vert et le quadruple muant en 

jaune (Test ANOVA p value < 0,05 avec n>7) (A) et Représentation graphique des classes de 

métabolites en % avec les acides organiques en vert, les sucres en orange, les acides aminés en 

bleu et les terpènes en jaune (B). 
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Figure S2: Mesures de la taille des graines des lignées WT, 

sweet11, sweet12, sweet16, sweet17, sweet11sweet12 et 

sweet16sweet17.  

Représentation graphique des boîtes à moustache et Test statistique 

ANOVA paramétrique et post-test de Tukey avec n≥120 graines 

par génotype. 
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Figure S3: Analyse de la composition pariétale des lignées WT, swt17 et swt11swt12wt17  

Spectre moyen d’absorbance des quatre génotypes en fonction du nombre d’onde (cm-1) (A) 

et Représentation graphique des valeurs de t de Student obtenues lors de la comparaison des 

absorbances des lignées mutantes avec le WT à chaque nombre d’onde (B). Les valeurs de t 

(axe des ordonnées) ont été reportées pour chaque nombre d’onde (axe de abscisses). Les 

valeurs de t > 2 et t < -2 indiquent une différence significative entre la lignée mutée et le 

WT. Les mesures ont été effectuées sur n = 4 plantes par génotype et sur tous les pôles 

vasculaires des plantes (n ≥ 8 pôles vasculaires par plante). 
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Figure S4 : Expression de gènes impliqués dans les processus 

développementaux des fibres et des vaisseaux de xylème chez 

swt16, swt17 et swt16swt17 

Représentation des moyennes sous forme d’histogrammes avec un test 

t de Student (p ≤ 0.05 *, p ≤ 0.01 **, p ≤ 0.001 *** n = 4 plantes) 
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Figure S5 : Expression de gènes impliqués dans la formation des composés pariétaux 

chez swt16, swt17 et swt16swt17 

Représentation des moyennes sous forme d’histogrammes avec un test t de Student (p ≤ 0.05 

*, p ≤ 0.01 **, p ≤ 0.001 *** n = 4 plantes) 



VI. ANNEXES 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure S6 : Expression de gènes impliqués dans les processus développementaux et dans la 

formation des composés pariétaux des fibres et des vaisseaux de xylème chez swt11swt12, 

swt16swt17 et swt11swt12swt16swt17 

Représentation des moyennes sous forme d’histogrammes avec un test t de Student (p ≤ 0.05 *, 

p ≤ 0.01 **, p ≤ 0.001 *** n = 4 plantes) 
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Titre : Rôle des transporteurs SWEET dans le développement du système vasculaire d’Arabidopsis thaliana, la 

croissance et l’adaptation de la plante à son environnement. 

Mots clés : SWEET, allocation des sucres, développement du xylème, stress abiotique, hampe florale. 

Résumé : La hampe florale d’Arabidopsis thaliana portant 

les inflorescences latérales, les feuilles caulines, les fleurs 

et les siliques représente 60% de la biomasse de la plante, 

principalement grâce à la présence de la paroi secondaire 

des cellules de xylème. Au cours de la formation de la paroi 

secondaire une quantité importante de sucres est nécessaire. 

Cependant les mécanismes moléculaires impliqués dans le 

transport de ces sucres restent à ce jour inconnus. Des 

travaux précédents ont suggéré que les transporteurs 

SWEET11 et SWEET12, membres de la famille des 

SWEETs (Sugar Will Eventually Be Exported 

Transporters) pourraient permettre ce transport entre les 

cellules du xylème. De plus, les transporteurs 

tonoplastiques SWEET16 et SWEET17 seraient également 

de bons candidats. Afin de mieux comprendre le rôle des 

SWEET dans le développement, la croissance et la 

physiologie des plantes, la caractérisation fonctionnelle des 

simples, doubles, triples et quadruple mutants sweet a été 

réalisée. Après avoir cartographié finement le domaine 

d’expression de ces gènes, une analyse phénotypique et 

métabolomique a été réalisée. Les résultats obtenus 

suggèrent un rôle important des transporteurs 

plasmalémmiques SWEET11 et SWEET12 dans la balance 

C/N, particulièrement au moment de l’induction floral mais 

également en favorisant la remobilisation de l’azote vers les  

 

graines. De plus, l’analyse de leur domaine d’expression 

ainsi que l’utilisation d’une technique de microscopie basée 

sur de la segmentation et de la spectroscopie vibrationnelle 

sur les différents mutants ont permis de suggérer que les 

SWEETs jouent un rôle clé dans le développement des 

fibres et des vaisseaux. En effet, SWEET16 pourrait 

intervenir au moment de la division cellulaire et de 

l’accroissement cellulaire alors que SWEET17 

interviendrait au moment de la formation et du 

renforcement de la paroi secondaire des vaisseaux et/ou 

fibres. Enfin, le comportement des mutants a été observé en 

conditions de stress abiotiques (sécheresse, résistance au 

gel, températures fraiches) par GC-MS et des analyses 

histologiques. Les résultats obtenus montrent que les 

mutants présentent une meilleure résistance au gel et à des 

températures fraîches mais pas à la sécheresse. Pour 

conclure, les résultats obtenus au cours de cette thèse ont 

permis de montrer que les transporteurs SWEETs ont des 

rôles spécifiques et complémentaires dans le 

développement, la croissance et la physiologie de la plante. 

De plus, ces travaux mettent en lumière le rôle central des 

échanges de sucres entre la vacuole et le cytosol au moment 

de l’accroissement cellulaire des vaisseaux de xylème ainsi 

que l’importance des cellules voisines à proximité des 

vaisseaux pour subvenir à l’épaississement de leurs parois. 

 

 

Title : Role of SWEET transporters in the vascular system development in Arabidopsis thaliana, its growth and 

in the adaptation to the environment. 

Keywords : SWEET, sugar allocation, xylem development, abiotic stress, floral stem.  

 Abstract : Arabidopsis thaliana’s floral stem is composed 

of axillary stems, cauline leaves, flowers and siliques and 

represents 60% of the plant biomass, thanks to the 

secondary cell wall in the xylem conductive cells. During 

the secondary cell wall formation, an important amount of 

sugars is needed. However, the mechanisms by which 

sugars are transported to their site of use are far from being 

understood. Previous work suggested that SWEET11 and 

SWEET12, members of the SWEET family (Sugar Will 

Eventually Be Exported Transporters) could achieve this 

task. Moreover, SWEET16 and SWEET17 that are 

tonoplastic transporters located in the xylem cells could 

also be good candidates. To further understand the role of 

the SWEET in the development, the growth and the 

physiology of the plant, I analyzed simple, double, triple 

and quadruple mutant lines of SWEET11, SWEET12, 

SWEET16 and/or SWEET17. First, their expression 

patterns were mapped spatially and temporally. 

Furthermore, using growth parameters kinetics and 

metabolomics approach, our results suggest that 

SWEET11 and SWEET12 play a key role in the C/N  

 

 

balance especially around the floral stem emergence and by 

enhancing the nitrogen remobilization to the seeds. 

Moreover, analysis of their expression pattern, a 

segmentation-based approach and vibrational spectroscopy 

analysis of the mutant lines allow to suggest that SWEETs 

transporters play a key role in vessel and/or fiber 

development. Indeed, SWEET16 might act during cell 

division and cell enlargement whereas SWEET17 has been 

shown to act on the secondary cell wall formation and 

reinforcement. Finally, the behavior of the mutant lines was 

assessed under different abiotic stress conditions (drought, 

cold and freezing temperatures) by using metabolomic 

analysis or histological studies. Our results show that even 

if the mutant lines are more tolerant to freezing and cold 

stress, they are not more resistant to drought. Overall, this 

work suggests specific and complementary roles of these 

SWEETs during plant growth, development and 

physiology. It highlights also the importance of the sugar 

transport between vacuole and cytosol role during cell 

elongation and the importance of neighboring living cells 

during the cell wall reinforcement. 
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