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HB : Homeodomain leucine zipper 

HIF : Haustorium Inducing Factor 
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HTL : HYPOSENSITIVE TO LIGHT 

IAA : Acide indole 3-acétique 

ITC : Iothiocyanates 

JA : Acide jasmonique 

KAI2 : KARRIKIN INSENSITIVE2 

KAR : Karrikine 

LGS1 : LOW GERMINATION STIMULANT 1 

LOM1 : LOST MERISTEMS 1 

MAX2 : MORE AXILLARY GROWTH2 

miARN : micro-ARN 

miPEP : miRNA-encoded PEPtide 

MTT : Methylthiazolyldiphenyl-tetrazolium bromide 

NF-YA : Nuclear transcription factor Y 

ORF : Open Reading Frame 

PCR : Polymerase Chain Reaction 

PHB : PHABULOSA 

PHV : PHAVOLUTA 

PPM : Plant preservative mixture 

Pre-miARN : Precursor-microARN 

Pri-miARN : Primary-microARN 

RdRP : RNA dependent RNA polymerase  

REV : Revoluta 

RISC : RNA-induced silencing complex  

RR5 : Response Regulator 5 

SAR : Resistance systémique acquise 

SE : SERRATE 

SL : Strigolactone 

SMAX : SUPPRESSOR of MAX2-1 

SMXL : SMAX-Like 
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SPL : Squamosa promoter binding like 

TAS3 : Trans-Acting siRNA 

TCP : TEOSINTE BRANCHED1, CYCLOIDEA, and PROLIFERATING CELL FACTOR 

TOE : TARGET OF EAT 

TRN2 : Tornado2 

UBI : Ubiquitin 

ZFP6 : Zinc Finger Protein 6 
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Les plantes parasites peuvent être classées en fonction de trois critères : leurs sites de fixation 

sur la plante hôte, leurs niveaux de dépendance à l’hôte et leurs degrés d’hétérotrophie liés à 

leur capacité photosynthétique. Il existe deux catégories de plantes parasite en fonction de 

leurs sites de fixation possibles : les plantes parasites de tiges dites épiphytes telles que la 

cuscute (ex. Cuscuta campestris) et celles de racines dites épirhizes telles que les orobanches 

(ex. Orobanche cumana). Les épiphytes représentent 60% des plantes parasites contre 40% 

pour les épirhizes (Heide-Jørgensen, 2008, Joel et al., 2013). Le second critère, qui est le 

niveau de dépendance à l’hôte, permet de distinguer deux groupes : les plantes parasites 

facultatives qui peuvent effectuer leur cycle de vie sans la plante hôte et les plantes parasites 

obligatoires qui sont entièrement dépendantes de leurs hôtes pour les nutriments, l’eau et le 

carbone (Irving and Cameron, 2009). La dernière classification repose sur leur degré 

d’hétérotrophie c’est à dire leurs capacités photosynthétiques. Les plantes hémiparasites sont 

chlorophylliennes et sont donc capables d’effectuer la photosynthèse. Elles peuvent être des 

parasites facultatifs tels que Triphysaria versicolor mais aussi des parasites obligatoires tels 

que Striga hermonthica. Les hémiparasites représentent 90% de l’ensemble des plantes 

parasites. Les holoparasites sont quant à elles achlorophylliennes et donc incapables de 

réaliser la photosynthèse. Elles sont donc hétérotrophes et totalement dépendantes de la 

plante hôte. Ce sont donc toutes des plantes parasites obligatoires. Les holoparasites 

représentent 10% des plantes parasites (Heide-Jørgensen, 2008, Joel et al., 2013). La famille 

des Orobanchaceae est la seule famille regroupant des espèces hémiparasites et 

holoparasites (Figure 2, Westwood et al., 2010). 

 La famille des Orobanchaceae B.

Près de la moitié des plantes parasites appartiennent à la famille des Orobanchaceae. 

Cette famille est composée de 105 genres représentant 2070 espèces de plantes parasites de 

racines (Figure 2, Bennett and Mathews, 2006; Tank et al., 2006; Kokla and Melnyk, 2018) 

mais également des plantes du genre Linderbergia qui sont des plantes non parasites 

(Olmstead et al., 2001). Le genre Orobanche est celui comprenant le plus grand nombre de 

plantes parasites. Ce genre regroupe 170 espèces de parasites épirhizes (Schneeweiss et al., 

2004a; b; Joel, 2009). Il a été scindé en deux genres distincts en fonction du caryotype. Le 

genre Orobanche est composé d’espèces avec un génome haploïde à 19 chromosomes et le 

genre Phelipanche composé d’espèces avec un génome haploïde à 12 chromosomes 

(Schneeweiss et al., 2004a; b; Joel, 2009). Ainsi, dans la littérature Orobanche ramosa L. est 

équivalent à Phelipanche ramosa L. Pomel selon la nouvelle nomenclature (Joel, 2009; 

Parker, 2009).  
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Le Laboratoire de Biologie et de Pathologie Végétales de l’Université de Nantes étudie 

majoritairement deux espèces d’Orobanchaceae : O. cumana Wallr. et P. ramosa L. Pomel., 

en raison de leur présence en France. Orobanche cumana Wallr. présente une spécificité 

d’hôte pour le tournesol (Mohamed et al., 2006; Parker, 2009; Delavault, 2015; Krupp et al., 

2019). Elle est la contrainte biotique la plus importante pour la production de tournesol en 

Europe du sud et dans les pays limitrophes de la mer noire, de la mer Méditerranée et en 

Russie (Figure 4). Cette plante parasite est également présente en Chine (Mohamed et al., 

2006; Parker, 2009; Ruiz et al., 2015). Phelipanche ramosa L. Pomel est, quant à elle, un 

parasite à spectre d’hôtes très large. En effet, elle peut parasiter plusieurs espèces dans 

plusieurs familles de plantes. Les familles majoritairement infestées sont les Solanaceae telles 

que la tomate (Solanum lycopersicum), la pomme de terre (Solanum tuberosum), les 

aubergines (Solanum melongena) et le tabac (Nicotiana tabacum), ainsi que les Brassicaceae 

telles que la moutarde (Bassica spp.) et le colza (Brassica napus L.). P. ramosa s’est 

principalement propagée dans les pays limitrophes de la mer méditerranée (Figure 4) (Parker, 

2009, 2012). Cette plante est l’adventice parasite majeure du colza en France (Gibot-Leclerc 

et al., 2003; Brault et al., 2007; Auger et al., 2012; Gauthier et al., 2012). 

 

Figure 4 : Répartition d’Orobanche cumana et de Phelipanche ramosa dans le monde (Parker, 
2012).  

Les symboles les plus grands représentent les pays dans lesquels ces plantes parasites causent de 
sérieux dommages sur les cultures. Les petits symboles représentent les pays dans lesquels sont 
localisées ces plantes parasites sur des hôtes sauvages et générant peu de dommages sur les cultures. 
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 La phase souterraine 1.

a. Le conditionnement 

La phase souterraine débute avec l’imbibition des graines d’orobanche dans le sol 

correspondant à la période de conditionnement. Cette période est nécessaire à l’acquisition de 

la capacité germinative des graines (Musselman, 1980; Brun et al., 2018). La capacité 

germinative est influencée par des facteurs environnementaux tels que l’humidité environnante 

ou la température permettant aux graines de sortir de dormance au moment propice, afin 

d’être synchronisées au cycle de développement de leur hôte (Gibot-Leclerc et al., 2012). Par 

exemple, la température de conditionnement des graines d’Orobanche et Phelipanche doit 

être comprise entre 10 et 30 °C avec un optimal de 20 °C pour P. ramosa (Gibot-Leclerc et al., 

2004; Brun et al., 2018) et un optimal entre 23 et 26 °C pour O. cumana (Mohamed et al., 

2006) afin d’acquérir la capacité germinative. La durée de la phase de conditionnement varie 

selon les espèces, elle peut aller de 3 jours à plusieurs semaines (Gibot-Leclerc et al., 2004; 

Brun et al., 2018). Elle est de 4 jours minimum pour P. ramosa (Lechat et al., 2012, 2015) et 

O. cumana. Une imbibition prolongée sans présence de stimulant de germination induit une 

dormance secondaire des graines permettant la prolongation de leur durée de vie dans le sol 

(Kebreab and Murdoch, 1999; Gibot-Leclerc et al., 2004). La phase de conditionnement 

débute avec l’absorption d’eau par l’endothélium, entraînant son gonflement et induisant à son 

tour l’ouverture du micropyle. Cette ouverture permet la perception des molécules de la 

rhizosphère comme les stimulants de germination, par des récepteurs probablement présents 

dans les cellules du périsperme puisqu’elles sont localisées à l’interface entre la rhizosphère et 

l’embryon après l’ouverture du micropyle (Joel et al., 2012; Lechat et al., 2012). Une réduction 

de la quantité d’acide abscissique (ABA) est observée lors du conditionnement mais n’est pas 

suffisante chez les plantes parasites pour induire la germination (Lechat et al., 2012). Cette 

réduction d’ABA est probablement due à une exsudation naturelle dans le milieu (Chae et al., 

2004; Lechat et al., 2012). Parallèlement, une déméthylation globale de l’ADN est observée 

lors de cette phase de conditionnement, qui est un préalable nécessaire à l’expression de 

gènes impliqués dans la germination (Lechat et al., 2015). 

b. La germination 

Les stimulants de germination émis par les racines de la plante hôte dans la rhizosphère 

sont perçus par les récepteurs devenus accessibles à la suite de la phase de conditionnement 

(Joel et al., 2012; Lechat et al., 2012). Ces stimulants peuvent être des strigolactones 

(Yoneyama et al., 2010; Brun et al., 2018) mais aussi des sesquiterpènes lactones (Pérez de 

Luque et al., 2000; Joel et al., 2011), des composés phénoliques ou encore des 
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isothiocyanates (Auger et al., 2012). La perception de ces stimulants caractérise le début de la 

phase de germination (Bouwmeester et al., 2003; Xie et al., 2010). Les stimulants de 

germination induisent une surexpression du gène CYP707A1 codant une 8’-hydroxylase 

impliquée dans le catabolisme de l’ABA dans des cellules localisées entre l’embryon et le 

micropyle (Lechat et al., 2012). La déméthylation de l’ADN lors du conditionnement est 

nécessaire à l’activation de ce gène (Lechat et al., 2015). Sa surexpression entraîne alors une 

diminution importante de quantité d’ABA dans les graines déclenchant les mécanismes 

impliqués dans le processus de germination. La proximité de la plante hôte est nécessaire à la 

perception des molécules par les graines de la plante parasite. La distance maximale pour 

permettre l’induction de la germination varie selon les espèces. Chez P. ramosa, seules les 

graines se trouvant à moins de 4 mm de la racine de l’hôte vont percevoir les stimulants de 

germination contre 10 mm pour O. crenata (Gibot-Leclerc et al., 2012). Les graines de plantes 

parasites possèdent de faibles réserves, il est donc essentiel pour elles de germer à proximité 

de la racine de l’hôte afin de l’atteindre avant épuisement de la totalité de ces réserves (Joel et 

al., 2011). Il est également vital pour ces plantes de se fixer rapidement à l’hôte afin d’y 

prélever les éléments nécessaires à leur développement (Fernández-Aparicio et al., 2020). Si 

la fixation n’a pas lieu, la graine va dégénérer et mourir (Yoneyama et al., 2010). Elle doit ainsi 

se réaliser dans les 3 ou 4 jours pour P. ramosa (Gibot-Leclerc et al., 2012). Les températures 

optimales de germination de P. ramosa et d’O. cumana sont les mêmes que celles pour le 

conditionnement (Gibot-Leclerc et al., 2004; Mohamed et al., 2006; Brun et al., 2018). 

c. La formation de l’haustorium  

La fixation de la plante parasite sur les racines de l’hôte nécessite la formation d’un organe 

spécifique appelé haustorium (Westwood et al., 2010; Clarke et al., 2019). Les plantes 

parasites facultatives présentent des haustoriums latéraux et terminaux comme chez 

Phtheirospermum japonicum (Figure 6, Cui et al., 2016). Les plantes parasites obligatoires 

vont quant à elles présenter uniquement des haustoriums terminaux comme chez P. ramosa 

et O. cumana (Joel et al., 2013; Yoshida et al., 2016). L’étape de formation de l’haustorium 

appelée haustoriogenèse est dépendante de la perception de molécules appelées HIFs 

(Haustorium Inducing Factor) produites par les racines de la plante hôte (Clarke et al., 2019). 

Ces HIFs peuvent être des composés phénoliques tels que les xenognosines, premiers HIFs 

identifiés (Lynn et al., 1981; Steffens et al., 1982) et le 2,6-dimethoxy-1,4-benzoquinone 

(DMBQ, Yoshida et al., 2016; Cui et al., 2018) ; ou des hormones végétales comme les 

cytokinines (CKs, Goyet et al., 2019). 
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P. ramosa, un pied de colza peut être infesté par 15 à 20 hampes, chaque hampe florale est 

composée d’une dizaine de fleurs produisant chacune de 600 à 800 graines (Gibot-Leclerc et 

al., 2012). Chaque plante parasite va ainsi produire environ 150 000 graines qui composent et 

renouvellent le stock grainier du sol (Parker and Riches, 1993; Kebreab and Murdoch, 2001). 

Les graines d’orobanche sont de forme ovale, mesurent de 200 à 400 µm et pèsent de 15 à 25 

µg (Joel et al., 2011, 2012; Gibot-Leclerc et al., 2012). Elles sont composées d’un embryon 

réduit dépourvu de cotylédon avec des réserves majoritairement lipidiques (Joel et al., 2012). 

Elles peuvent rester en dormance une vingtaine d’années dans le sol en attente de perception 

de stimulants de germination (Joel et al., 2007, 2011; Pointurier et al., 2019). 

II. Les phases clés du développement induites par la 

plante hôte 

 L’induction de la germination des plantes parasites  A.

La germination est induite par des molécules produites par la plante hôte appelées 

stimulants de germination. Il existe plusieurs catégories de stimulants de germination (Brun et 

al., 2018) : des strigolactones (Yoneyama et al., 2010; Lechat et al., 2012; Yoneyama, 2020), 

des sesquiterpènes (Pérez de Luque et al., 2000; Joel et al., 2011), des polyphénols et des 

isothiocyanates (ITC, Auger et al., 2012). Les strigolactones regroupent la majorité des 

stimulants de germination (Brun et al., 2018). 

 Les strigolactones 1.

La première strigolactone identifiée comme stimulatrice de la germination de Striga lutea a 

été isolée à partir d’exsudats racinaire de coton, elle a été nommée strigol (Figure 9, Cook et 

al., 1966). Le strigol est également présent en plus faible quantité dans les exsudats racinaires 

de maïs, de millet et de sorgho (Siame et al., 1993). Un deuxième composé stimulant la 

germination de S. lutea a ensuite été isolé à partir des mêmes exsudats racinaires. Il s’agit du 

strigyl acétate (Figure 9, Cook et al., 1972). Le sorgolactone, un stimulant de germination de 

Striga analogue du strigol a été isolé à partir d’exsudats de sorgho (Hauck et al., 1992). Ces 

terpénoïdes lactones présentant une analogie de structure avec le strigol ont été classées 

sous le nom de strigolactones (Butler, 1994). 
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2000; Joel et al., 2011; Raupp and Spring, 2013; Brun et al., 2019). Cette spécificité serait 

causée par l’absence de cycle D. En effet, une étude a montré que l’ajout de ce cycle sur le 

DCL enlève cette spécificité permettant par exemple d’induire la germination de P. ramosa 

(Macías et al., 2009). Cette étude conforte l’idée que le cycle D est essentiel à l’activité des 

strigolactones chez la majorité des plantes parasites. D’autres sesquiterpènes lactones ont été 

identifiés dans les exsudats de tournesol : le costunolide, la tomentosine et la 8-epixanthatine. 

Ces molécules stimulent la germination d’O. cumana mais ne stimulent pas celle de P. ramosa 

(Raupp and Spring, 2013). 

Une autre catégorie de molécules, les isothiocyanates (ITC), est capable d’induire la 

germination des plantes parasites. Ces ITC sont issus de l’hydrolyse, par des myrosinases, de 

glucosinolates exsudés dans la rhizosphère par les Brassicacées telles que le colza (Auger et 

al., 2012). Les glucosinolates ne sont pas des stimulants de germination, seuls les produits de 

leur hydrolyse sont actifs. C’est le cas du 2-phényléthylisothiocyanate (2-PEITC), un ITC qui 

est le stimulant de germination majoritaire de P. ramosa dans la rhizosphère du colza (Auger 

et al., 2012; Brun et al., 2019). 

Ainsi, il existe une multitude de stimulants de germination chez les plantes parasites. Ces 

stimulants ont des structures différentes entraînant une différence d’activité stimulatrice. 

Certains de ces stimulants sont espèces spécifiques comme le DCL pour O. cumana et 

d’autres stimulent plusieurs plantes parasites comme les strigolactones. La grande diversité de 

stimulants de germination permet une reconnaissance spécifique de la plante hôte par la 

plante parasite.  

 La perception des stimulants de germination 3.

Les stimulants de germination tels que les SLs et les karrikines (KAR, molécules 

produites lors de feux de forêts) sont perçus par des récepteurs de la famille des / 

hydrolases. Il existe deux familles de récepteurs, les / hydrolases DWARF14 (D14) et la 

famille des KARRIKIN INSENSITIVE2 (KAI2) aussi appelés HYPOSENSITIVE TO LIGHT 

(HTL, Conn et al., 2015; Waters et al., 2017).  

D14 est impliqué dans la perception des SLs chez les plantes non-parasites mais n’est pas 

présent chez les plantes parasites. La liaison du cycle D de la SL à ce récepteur va induire le 

clivage de la liaison énol-éther entre le tricycle et le cycle D permettant un changement de 

conformation du D14. Ce changement de conformation permet le recrutement d’une protéine 

F-box, MORE AXILLARY GROWTH2 (MAX2) et d’autres protéines, SMAX-LIKE (SMXL) 

impliquées notamment dans le contrôle de la ramification des tiges (Waters et al., 2017; Clarke 

et al., 2019).  
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Les récepteurs KAI2 présentent des similarités structurales avec D14. Ils sont impliqués dans 

la perception des KARs chez les plantes non-parasites tel qu’A. thaliana (Conn et al., 2015). 

Les KARs sont produites lors de feux de forêts. La perception de ces molécules induit la 

germination des plantes non-parasites afin de permettre la re-végétalisation des terrains brûlés 

(Flematti et al., 2015). Il a été montré par exemple que les KARs stimulent la germination des 

graines d’A. thaliana (Nelson et al., 2009). Ces récepteurs sont également présents chez les 

hemiparasites facultatifs tels que T. versicolor et P. japonicum ; chez les hémiparasites 

obligatoires tels que S. hermonthica et chez les holoparasites tels que P. aegyptiaca, O. 

cumana et O. minor (Conn et al., 2015; Zhang et al., 2020b). KAI2d, un membre de la famille 

des KAI2s va percevoir les SLs chez les plantes parasites. La perception de ces SLs induit, 

comme pour D14, le recrutement de MAX2 après clivage de la liaison énol-éther et le 

changement de conformation de KAI2. MAX2 va dégrader un répresseur transcriptionnel, 

SUPPRESSOR OF MAX2-1 (SMAX1), potentiellement inhibiteur de l’expression du gène 

CYP707A (Brun et al., 2018). L’expression de ce gène va alors induire le catabolisme de l’ABA 

modifiant la balance ABA/GA et induisant donc la germination des plantes parasites et non-

parasites. 

 L’haustoriogenèse : formation d’un organe spécifique B.

appelé haustorium 

L’haustoriogenèse débute par la mise en place des EHS : la formation d’une boursouflure 

à l’apex racinaire puis la formation de structures similaires aux poils absorbants et aux 

trichomes, les papilles et les poils haustoriaux (Goyet et al., 2017). Les EHS sont induits par la 

perception de molécules stimulatrices appelées HIFs émises dans la rhizosphère par les 

racines des plantes hôtes.  

 Les composés phénoliques 1.

Les premiers HIFs découverts sont des composés phénoliques, deux flavonoïdes nommés 

xenognosines A et B (Figure 15). Ils ont été isolés à partir d’exsudats racinaires d’Astragalus, 

une légumineuse, comme ayant un effet haustoriogène sur Agalinis purpurea (Lynn et al., 

1981; Steffens et al., 1982). Les flavonoïdes ont un rôle de molécule signal dans la mise en 

place des nodules lors de l’interaction plante-microbe (Perret et al., 2000). Ils sont donc 

naturellement émis dans la rhizosphère par les plantes non-parasites afin de permettre la mise 

en place de symbioses bénéfiques pour ces plantes. Les plantes parasites ont détourné cette 

signalisation à leur avantage afin de percevoir la présence de la plante hôte. D’autres 

flavonoïdes ont ensuite été identifiés comme inducteurs de la formation de l’haustorium. C’est 
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le cas de la péonidine (Figure 15), de la famille des anthocyanidines, qui présente une activité 

inductrice de l’haustoriogenèse importante chez T. versicolor (Albrecht et al., 1999), mais 

aussi chez S. hermonthica (Cui et al., 2018).  

 

Figure 15 : Structure de trois flavonoïdes inducteurs de l’haustoriogenèse (Joel, 2013).  

Les deux premiers HIFs découverts sont les xenognosines A et B. La péonidine fait également partie 
des flavonoïdes HIFs chez les hémiparasites.  
 

D’autres composés phénoliques avec un effet haustoriogène ont également été identifiés à 

partir d’exsudats racinaires. C’est le cas du 2,6-dimethoxy-1,4-benzoquinone (Figure 16, 

DMBQ), une quinone isolée à partir d’un extrait racinaire de sorgho (Chang and Lynn, 1986; 

Yoshida et al., 2016). Le DMBQ présente une activité inductrice de la formation de 

l’haustorium in vitro chez les hémiparasites P. japonicum et S. hermonthica (Cui et al., 2018). Il 

provient de la dégradation de la lignine présente dans la paroi des cellules racinaires de l’hôte 

sous l’action de péroxydases provenant elles-mêmes de l’hôte. Les péroxydases sont activées 

par le peroxyde d’hydrogène émis par l’hôte qui catalyse la production de quinones à partir de 

la paroi cellulaire de l’hôte (Keyes et al., 2000; Goyet et al., 2019). Cette dégradation entraîne 

la libération de composés phénoliques tels que l’acide syringique (Figure 16), le précurseur du 

DMBQ (Keyes et al., 2000; Cui et al., 2018; Clarke et al., 2019). L’acide syringique est oxydé 

en DMBQ par des oxydases provenant de la plante parasite (Figure 16, Bandaranayake et al., 

2010). Chez la plante hémiparasite T. versicolor, le DMBQ est capté par la radicule du parasite 

et réduit en forme semiquinone, active, par deux quinones réductases : QR1 et QR2 produites 

par la radicule du parasite et dont l’expression des gènes correspondants est stimulée par la 

présence de DMBQ (Matvienko et al., 2001a; b; Bandaranayake et al., 2010; Yoshida et al., 

2016; Ishida et al., 2017). L’implication de QR2 dans le développement de l’haustorium a 

également été mise en évidence chez P. japonicum, une plante hémiparasite facultative. 
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Figure 16 : Synthèse du DMBQ à partir de l’acide syringique (Joel, 2013). 

L’acide syringique est oxydé en DMBQ par des oxydases provenant de la plante parasite. 
 

 

Il a été montré que le degré du potentiel redox des composés phénoliques est important pour 

leur activité inductrice de la formation de l’haustorium (Yoshida et al., 2016). La 

reconnaissance des acides phénoliques varie en fonction des espèces de parasites. Par 

exemple l’acide coumarique présente une activité supérieure à l’acide syringique chez T. 

versicolor mais n’induit pas la formation de l’haustorium chez Agalinis purpurea et inversement 

pour l’acide sinapinique (Albrecht et al., 1999). Le DMBQ quant à lui est inactif chez les 

holoparasites tels que O. cumana, P. ramosa et P. aegyptiaca (Yoshida et al., 2016; Goyet et 

al., 2017).  

 Les hormones végétales 2.

Des études ont montré l’implication des phytohormones telles que l’auxine, l’éthylène (ET) 

ou les CKs dans la formation des haustoriums des hémiparasites et des holoparasites (Keyes 

et al., 2000; Wrobel and Yoder, 2001; Tomilov et al., 2005; Goyet et al., 2019). Ces 

phytohormones sont impliquées dans la régulation de nombreux processus biologiques chez 

les plantes. Les CKs stimulent par exemple la formation de racines latérales alors que les 

auxines l’inhibent (Schaller et al., 2015).  

L’accumulation d’auxine et d’éthylène est un évènement précoce dans le développement de 

l’haustorium chez l’hémiparasite facultatif T. versicolor. En effet, l’application d’acide amino-

cyclopropane carboxylique (ACC), un précurseur de l’éthylène (Figure 17), ou d’acide indole-

3-acétique (IAA, Figure 17), un membre de la famille des auxines, induit le développement de 

poils épidermaux et/ou le gonflement de la radicule d’A. thaliana et de T. versicolor (Tomilov et 

al., 2005). Les structures obtenues sont délocalisées et ne sont pas identiques à celles 

obtenues avec l’application d’HIFs. L’ajout d’inhibiteurs de l’efflux auxinique ou d’antagonistes 

à l’auxine induit une diminution de la formation d’haustorium en présence de DMBQ (Tomilov 

et al., 2005). Une analyse transcriptomique a montré que l’auxine présente un rôle essentiel 

dans la formation de l’haustorium chez l’hémiparasite S. album (Zhang et al., 2015). Une autre 
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III. Les méthodes de luttes contre les orobanches 

Les plantes parasites telles que P. ramosa et O. cumana sont actuellement un problème 

majeur pour les cultures à intérêt agronomique (Parker, 2009). Les graines de petites tailles 

produites en grande quantité par les orobanches sont facilement dispersées par le vent, l’eau, 

les animaux, les machines agricoles et les lots de semences contaminées (Sallé and Aber, 

1986; Parker and Riches, 1993), entraînant une propagation rapide entre parcelles. Les 

particularités de développement des plantes parasites n’ont pas permis de développer des 

moyens de lutte efficaces et durables. Il existe cependant plusieurs méthodes de lutte avec 

des efficacités variables : l’utilisation d’hôtes résistants, la mise en place de pratiques 

culturales visant à diminuer leur propagation et leur multiplication ainsi que l’utilisation de 

méthodes de lutte chimiques ou de biocontrôles (Joel, 2000; Fernández-Aparicio et al., 2011, 

2016).  

 Les pratiques culturales A.

La rotation des cultures est très répandue dans la lutte contre les adventices (Liebman and 

Dyck, 1993). Cette pratique culturale s’avère cependant inefficace dans la lutte contre les 

adventices parasites. En effet, des holoparasites tels que P. ramosa possèdent dans leur 

spectre d’hôtes des plantes adventices en plus de plantes à intérêts agronomiques (Gibot-

Leclerc et al., 2003). Ces plantes adventices agissant comme des hôtes entraînent ainsi un 

renouvellement du stock grainier dans le sol et l’augmentation de l’infestation des parcelles en 

absence de culture. De plus, les graines de plantes parasites restent en dormance plus de 20 

ans dans le sol en absence de plante hôte, ce qui implique l’abandon des parcelles pour la 

culture potentiellement hôte lorsque ces dernières sont fortement infestées. Ce fut le cas au 

Soudan et en Éthiopie où des cultures et des champs ont dû être abandonnés à cause d’une 

infestation trop importante de P. ramosa sur les cultures de tomates (Parker, 2009).  

L’utilisation de plantes appelées « faux hôtes » permet d’induire la germination dite « suicide » 

des plantes parasites tout en empêchant leur fixation (Rubiales et al., 2009; Fernández-

Aparicio et al., 2016), aboutissant à la mort des graines germées (Gibot-Leclerc et al., 2003). 

Une étude a par exemple montré que l’utilisation de « faux hôtes » tels que le maïs et le 

haricot dans la rotation de culture permettait de diminuer de plus de 70% le stock grainier de 

P. ramosa et ainsi d’augmenter les rendements des cultures de tomates en Éthiopie (Abebe et 

al., 2005). L’utilisation de plantes pièges permet également de diminuer le stock grainier dans 

le sol (Rubiales et al., 2009; Fernández-Aparicio et al., 2016). Cette méthode consiste à utiliser 

des cultures fortement sensibles aux plantes parasites afin de les détruire une fois la fixation 

établie pour diminuer la quantité de graines dans le sol tout en empêchant la formation de 
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nouvelles graines. L’utilisation de navette (Brassica campestris var. toria) comme plante piège 

a par exemple permis de diminuer le stock grainier d’O. aegyptiaca de 30% (Acharya et al., 

2002). Même si ces méthodes permettent de diminuer la quantité de graines dans le sol, le 

stock grainier étant très important (Parker and Riches, 1993; Kebreab and Murdoch, 2001), 

elles ne permettent pas de détruire la totalité des graines du parasite.  

Un arrachage manuel des hampes d’orobanches peut être réalisé avant fructification pour 

diminuer le stock grainier. Cette méthode ne permet pas d’empêcher les dommages sur les 

cultures car ils se produisent avant l’émergence de la plante parasite et elle n’est efficace que 

partiellement et après seulement plusieurs saisons (Ransom, 2000).  

 Les méthodes chimiques B.

La germination suicide peut également être induite par traitement du sol avec des 

stimulants de germination synthétiques comme le GR7, un analogue synthétique des 

strigolactones (Johnson et al., 1981). Cette technique n’est pas utilisée à cause de l’instabilité 

de ce composé ainsi que d’un problème d’optimisation de formulation (Johnson et al., 1981; 

Fernández-Aparicio et al., 2016). Le Nijmegen‐1, un autre analogue synthétique des 

strigolactones induisant la germination de P. ramosa, a été testé comme agent de germination 

suicide sur des champs de tabac infestés. L’application de cet analogue en champs permet de 

réduire le stock grainier d’orobanche dans le sol (Zwanenburg et al., 2009). Cette méthode de 

lutte est peu efficace en raison de la quantité de graines très importante dans le sol.  

Des traitements chimiques tels que ceux à base de Benzothiadiazole (BTH) permettent de 

limiter l’attachement de la plante parasite et de retarder le développement des tubercules 

(Pérez-de-Luque et al., 2004). Cette molécule induit l’activation de la résistance systémique 

acquise (SAR) chez la plante hôte (Sauerborn et al., 2002; Véronési et al., 2009). Cependant 

l’apparition de symptômes tardifs sur la plante hôte (Gibot-Leclerc et al., 2012) ne permet pas 

d’effectuer un traitement adapté de manière précoce.  

L’utilisation d’herbicide reste complexe. En effet, la plante parasite émerge du sol une fois la 

plante hôte en culture, il est nécessaire d’utiliser des herbicides sélectifs pour ne pas détruire 

la culture en place. Des lignées de tournesols résistant aux herbicides telles que les 

imidazolinones ont été développées et commercialisées permettant de détruire le parasite 

sans affecter la plante hôte (Parker, 2009).  

D’autres méthodes existent telles que le traitement des sols par fumigation ou encore 

l’application de toxines microbiennes mais elles restent peu utilisées car trop coûteuses et 

polluantes pour la première et peu efficace pour la deuxième (Fernández-Aparicio et al., 

2016). 
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 Les biocontrôles C.

Des insectes peuvent être utilisés comme biocontrôle. C’est le cas de Phytomyza 

orobanchia avec les orobanches. En effet, les larves de cet insecte vont se nourrir des 

tubercules, des tiges et des capsules des orobanches (Figure 19) entraînant une forte 

réduction de la production de graines. Cette méthode de lutte est difficile à mettre en place 

puisqu’elle nécessite une forte quantité de ces insectes et le maintien de la population dans le 

champ. Les pratiques culturales comme l’utilisation d’insecticide servant à préserver les 

cultures d’autres insectes ravageurs, la présence d’ennemis naturels de ces insectes ou 

encore les changements de température liés au climat rendent difficile le maintien d’une 

population stable de ces insectes. Il a par exemple été montré que l’efficacité de ce biocontrôle 

est fortement réduite à basses températures (Klein and Kroschel, 2002).  

 

Figure 19 : Larves de Phytomyza orobanchia parasitant les tubercules (A, B), les tiges (C, D) et 
les ovaire avec graines (E, F) de P. ramosa (Piwowarczyk et al., 2018).  

Des études ont montré que Fusarium oxysporum f.sp orthoceras pouvait être utilisé comme 

agent de biocontrôle des orobanches. Ce champignon présente un effet inhibiteur d’O. 

cumana sans impacter le développement de la plante hôte, le tournesol, ni le développement 

d’autres plantes de cultures telles que le blé, la tomate, le maïs, le tabac et la carotte (Bedi, 

1994; Kakhaki et al., 2017). L’utilisation de souches pathogènes telles que F. oxysporum reste 

cependant limitée car elle implique la dispersion d’un agent hautement pathogène pour 

d’autres cultures.   
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 La création et l’utilisation de lignées résistantes D.

La résistance du tournesol à O. cumana a été observée puis utilisée en Russie au 20ème 

siècle afin de générer des accessions résistantes (Parker, 2012; Ruiz et al., 2015). Il existe en 

fait plusieurs types de résistance chez l’hôte agissant à différents stades du développement du 

parasite (Irving and Cameron, 2009; Fernández-Aparicio et al., 2016) : 

 La première consiste à agir sur la germination (Labrousse et al., 2001) soit en 

diminuant la quantité de stimulant émis par la plante hôte, soit en produisant des 

molécules inhibitrices par la plante hôte (Serghini et al., 2001; Irving and Cameron, 

2009). La résistance de certaines accessions de fève vis-à-vis des plantes 

holoparasites des genres Orobanche et Phelipanche a été corrélée à une production 

de SLs moins importante (Fernández-Aparicio et al., 2014).  

 La deuxième consiste à empêcher l’attachement du parasite (Irving and Cameron, 

2009). La mise en place de mécanismes de défense physique chez la plante hôte lors 

de la perception du parasite permettent de limiter l’attachement de la plante parasite à 

l’hôte. En effet, une lignification de l’endoderme et du péricycle de la racine de l’hôte 

empêchant la pénétration de la plante parasite a été observée chez des légumineuses 

en présence d’O. crenata (Pérez-de-Luque et al., 2005). Une étude a montré qu’une 

résistance à O. cumana chez le tournesol était associée au gène HaOR7 qui code pour 

un récepteur de type kinase. Ce récepteur reconnaît une protéine d’O. cumana, 

AvrOR7, induisant une résistance consistant à empêcher la connexion au système 

vasculaire de l’hôte (Duriez et al., 2019). 

 La troisième consiste à stopper le parasite après attachement. La plante hôte peut 

induire la nécrose du parasite post attachement (Labrousse et al., 2001; Irving and 

Cameron, 2009). Cette nécrose peut être causée par l’occlusion des vaisseaux 

conducteurs de la plante parasite (Pérez-de-Luque et al., 2005), mais aussi par 

désorganisation cellulaire de l’haustorium (Labrousse et al., 2001). La plante hôte peut 

former une capsule autour du parasite dans la racine afin de l’isoler et de provoquer sa 

mort (Labrousse et al., 2001; Cameron et al., 2006). Elle peut également produire des 

molécules de défense induisant la nécrose des plantes parasites comme cela a été 

montré chez le tournesol lors de l’infestation par O. cumana (Letousey et al., 2007; de 

Zélicourt et al., 2007). En effet, une augmentation de l’expression du gène HaDef1 

codant une défensine est observée quelques jours après la fixation d’O. cumana sur 

les racines du tournesol. Cette augmentation de la production de défensine est 

observée chez les tournesols résistants et elle coïncide avec la nécrose des 

tubercules.  
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Si l’utilisation d’hôtes résistants est la méthode de lutte la plus employée, elle reste cependant 

limitée. En effet, la création de nouvelles variétés de plantes de cultures présentant une 

résistance vis-à-vis des plantes parasites est longue et difficile (Parker, 2012). Chez certaines 

plantes de grande culture, aucune résistance n’a été identifiée. De plus, les résistances sont 

rapidement contournées avec l’apparition de nouvelles races de plantes parasites de plus en 

plus virulentes. Ce fût par exemple le cas en 2000 avec l’apparition d’une race d’O. cumana 

ayant contourné les gènes de résistance Or1 à Or5 chez le tournesol (Fernández‐Martínez et 

al., 2000). 

Globalement, les méthodes de luttes utilisées individuellement ne sont pas efficaces. Une 

approche intégrée est actuellement la solution recommandée (Pérez-de-Luque et al., 2010). 

L’utilisation d’herbicides étant de plus en plus controversée (plan Écophyto 2+ publié en 2018 

visant à diminuer de 25% l’utilisation de produits phytosanitaires d’ici 2020 et de 50% d’ici 

2025 en France (https://agriculture.gouv.fr/le-plan-ecophyto-quest-ce-que-cest)) sous-tend la 

nécessité de développer d’autres méthodes de lutte plus efficaces et durables.  

Une nouvelle approche de type biocontrôle, qui fait l’objet de ce travail de thèse, consiste en 

l’utilisation d’une nouvelle classe de peptides régulateurs appelés miPEP (miRNA-encoded 

peptide) découverts en 2015 (Lauressergues et al., 2015). En effet, il a été montré que l’ajout 

exogène de miPEP synthétiques spécifiques à la plante permet de moduler des processus 

biologiques précis en agissant sur l’expression de miARN et donc sur l’expression de leurs 

gènes cibles (Lauressergues et al., 2015; Couzigou et al., 2016; Ormancey et al., 2020). 

  

https://agriculture.gouv.fr/le-plan-ecophyto-quest-ce-que-cest
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Figure 20 : Schéma simplifié de la biosynthèse des miARN (Mallory and Vaucheret, 2006). 

  



Introduction bibliographique 

61 
 

IV. Les miARN et les miPEP (miRNA-encoded 

PEPtides) 

Les microARNs (miARN) sont des acteurs essentiels de nombreux processus biologiques, 

agissant sur l’expression de gènes codant pour des protéines de réponse au stress ou des 

facteurs de transcription impactant le développement, la croissance et la physiologie des 

plantes (Xie et al., 2005; Mallory and Vaucheret, 2006; Rogers and Chen, 2013; Li et al., 

2017). 

 Les miARN : synthèse, mode d’action et rôle chez les A.

plantes 

 La voie de synthèse 1.

Les miARN sont de petites molécules régulatrices d’ARN de 20 à 24 nucléotides issues de 

l’expression de gènes MIR (Reinhart et al., 2002; Rogers and Chen, 2013). Les gènes MIR 

sont transcrits par une ARN polymérase II (Pol II) en pri-miARN stabilisés par ajout d’une 

coiffe 7-methylguanosine à l’extrémité 5’ et d’une queue polyadénylée en 3’ (Garneau et al., 

2007; Rogers and Chen, 2013; Xie et al., 2005). Les miARN possèdent une complémentarité 

partielle avec une séquence en général proche, entraînant une forme en tête d’épingle de taille 

variable chez les plantes, entre 50 et 200 nt, mais globalement plus grande que chez les 

animaux pour lesquels elle est d’environ 70 nt (Figure 20, Bartel, 2004; Reinhart et al., 2002).  

Les pri-miARN sont maturés en pré-miARN grâce à un complexe protéique contenant 

notamment une RNase III endonucléase nommée Dicer-like 1 (DCL1, Park et al., 2002; 

Reinhart et al., 2002), qui clive les parties (bras) 5’ et 3’ de la boucle. Les pre-miARN sont 

ensuite maturés en duplex miARN 3p et miARN 5p par clivage de la boucle (Kurihara and 

Watanabe, 2004). DCL1 agit avec de nombreux partenaires dont HYL1, une protéine liant un 

dsARN, « double-strand RNA »,et SERRATE (SE), une « zinc finger protein » (Han et al., 

2004; Chen, 2009; Wang et al., 2019). HYL1 est nécessaire à l’efficacité et à la précision 

d’action de la DCL1 chez les plantes (Kurihara et al., 2006). SE est nécessaire à la maturation 

du pri-miARN en miARN, en interagissant avec HYL1 (Yang et al., 2006b; Lobbes et al., 

2006). 

Le duplex miARN 3p et miARN 5p est ensuite méthylé aux extrémités 3’ par une protéine 

méthyltransférase HEN1. Ces méthylations permettent la protection des ARNs contre les 

exonucléases ciblant les extrémités 3’ des ARNs permettant ainsi d’accroître leur stabilité (Li 

et al., 2005). Elles auraient aussi un rôle dans la reconnaissance du duplex par la protéine 
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ARGONAUTE1 (AGO1) a activité endonucléase faisant partie du « RNA-induced silencing 

complex » (RISC), un complexe multiprotéique utilisant les miARN ou les siARNs (petits ARNs 

interférents) comme matrice pour reconnaître leur ARNm complémentaire (Zhang, 2013). 

Enfin, ces méthylations pourraient limiter l’utilisation des miARN comme amorces par la RdRP, 

« RNA dependent RNA polymerase », empêchant la génération d’ARN double brin (dsARN) à 

partir des ARNm (Yu et al., 2005). 

L’exportation du duplex ou du miARN mature dans le cytoplasme chez les plantes serait prise 

en charge par HASTY (HST), un orthologue d’un récepteur d’exportation nucléaire nommé 

Exportin 5 (Exp5) présent chez les animaux (Park et al., 2005; Wahid et al., 2010). Une 

fois exporté, le miARN est pris en charge par le RISC grâce à AGO1. Le miARN sert alors de 

guide pour cibler l’ARNm correspondant (Li and Zhang, 2016).  

La régulation du niveau de miARN accumulés peut être causée par les mécanismes 

transcriptionnels tels que l’activation/répression par des facteurs de transcription, par 

remodelage de la chromatine ; mais aussi par des processus épigénétiques comme la 

modification des histones ou encore le niveau de méthylation de l’ADN. Le niveau de miARN 

peut également être modulé par des modifications post transcriptionnelles telles que la 

dégradation de leur précurseurs (Chen, 2009).  
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Figure 22 : Gènes cibles de miARN et processus biologiques impliqués (Mallory and Vaucheret, 
2006).  

Les miARN sont regroupés au centre du cercle avec leur gène cible sur le bord externe du cercle et les 
processus biologiques dans lesquels ils sont impliqués à l’extérieur (non exhaustif). 

 

Figure 23 : Rôle des miARN dans la régulation des phytohormones végétales (Curaba et al., 
2014). 

Les miARN sont impliqués dans la régulation des phytohormones et donc dans la régulation des 
processus biologiques contrôlés par ces phytohormones. Les lignes pleines représentent les 
connexions moléculaires observées chez A. thaliana. Les lignes en pointillé représentent les connexions 
moléculaires observées chez d’autres plantes (Medicago et/ou la tomate). GA : Acide gibbérellique, ET : 
éthylène, AUX : auxine, ABA : acide abscissique, JA : acide jasmonique et CK : cytokinine.  
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 Les miARN ciblent majoritairement des gènes clés du développement et de la physiologie 

des plantes comme des facteurs de transcription, mais aussi des récepteurs hormonaux. Ils 

sont donc impliqués dans la plupart des processus biologique de la vie des plantes (Figure 22, 

Xie et al., 2005; Mallory and Vaucheret, 2006; Chen, 2009; Li et al., 2017; Bai et al., 2017). 

Des miARN sont par exemple impliqués dans les processus d’imbibition (Li et al., 2013) et de 

germination (Das et al., 2015, 2018) des graines, de floraison (Achard et al., 2004) et de 

prolifération cellulaire (Rodriguez et al., 2016). Certains miARN sont étroitement liés aux 

phytohormones impliquées dans les transitions entre les différentes phases de développement 

des plantes (Figure 23) et leur expression est elle-même régulée par des phytohormones. Ils 

sont différentiellement exprimés en fonction du stade de développement de la plante et du 

tissu incriminé (Zhang et al., 2005; Chen, 2009).  
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 Les miR168 ciblent le gène AGO1 (Vaucheret et al., 2006; Mishra et al., 2019). Ils régulent 

la phase de transition florale, le développement des fruits et l’épinastie correspondant à la 

courbure des feuilles vers le bas, chez la tomate (Xian et al., 2014). Les miR168 favorisent 

également la résistance à un stress biotique tel que l’infection de Malus hupehensis par le 

champignon pathogène Botryosphaeria dothidea (Yu et al., 2017). 

 Les miR169 ciblent des gènes Nuclear transcription factor Y (NF-YA, Kamthan et al., 

2015). Ces miARN favorisent la tolérance à la sécheresse chez Solanum lycopersicum en 

diminuant l’expression des gènes NF-YA1/2/3 (Zhang et al., 2011). Le phénomène inverse 

est observé chez A. thaliana avec une diminution de la tolérance à la sécheresse lorsque 

les miR169 sont sur-exprimés et que leurs gènes cibles NF-YA3/5 sont inhibés (Li et al., 

2008; Ni et al., 2013). Ces réponses antagonistes des miR169 sur la tolérance à la 

sécheresse entre A. thaliana et Solanum lycopersicum montre un rôle espèce spécifique 

même si ces miARN sont conservés entre les différentes espèces (Kamthan et al., 2015). 

Les NF-YA sont impliqués dans la gamétogénèse, l’embryogénèse et dans le 

développement des graines. Une surexpression de ces gènes induit la formation 

d’embryons somatiques à partir de tissus végétatifs ainsi qu’une hypersensibilité à l’ABA 

durant la germination (Mu et al., 2013). Une surexpression des miR169 induit également 

un arrêt du développement des méristèmes ainsi qu’un retard dans la nodulation chez 

Medicago truncatula par inhibition du gène HAP2-1, un régulateur transcriptionnel de NF-

YA (Combier et al., 2006). 

 Les miR390 ciblent des ARNs non codants TAS3 (Trans-Acting siRNA, Axtell et al., 2006) 

ciblant eux-mêmes les ARF3 et ARF4 (Allen et al., 2005). Ces miARN sont impliqués par 

exemple dans la polarité foliaire (Garcia et al., 2006), dans le contrôle de la morphologie 

des feuilles (Adenot et al., 2006), mais également dans la régulation des motifs et la 

temporalité du développement végétatif des tiges (Fahlgren et al., 2006). 

 Les miR393 ciblent les gènes Transport Inhibitor Response Protein 1 (TIR1) et des F-Box 

proteins (FB) tels que les Auxin signaling F-Box (AFB, Parry et al., 2009). Ces miARN sont 

impliqués par exemple dans la résistance antibactérienne en inhibant la signalisation 

auxinique via l’inhibition de l’expression de TIR1 et de AFB, des récepteurs auxiniques 

(Navarro et al., 2006). Ils sont également impliqués dans l’inclinaison des feuilles mais 

aussi dans la croissance de la racine primaire et des racines secondaires chez le riz (Bian 

et al., 2012). Les miR393 sont des régulateurs négatifs de la mycorhization chez Solanum 

lycopersicum, Medicago truncatula et Oryza sativa en bloquant la perception de l’auxine 

dans les cellules arbusculaires (Etemadi et al., 2014). 
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 Les mi394 ciblent des gènes LEAF CURLING RESPONSIVENESS (LCR) impliqués dans 

la régulation du développement de la plante et des réponses aux stress notamment 

biotiques. En effet, une surexpression des mR394 induit une augmentation de la sensibilité 

d’A. thaliana à Botrytis cinerea (Tian et al., 2018). 

 Les miR395 ciblent les gènes APS1, APS3, APS4 et SULTR qui sont impliqués dans 

l’assimilation et le transport du sulfate (Kim et al., 2010; Das et al., 2015). Ces miARN 

régulent la germination en condition de stress. Une étude a montré des effets antagonistes 

de deux membres de la famille des miR395 lors de stress abiotiques chez A. thaliana. En 

effet, le miR395c retarde la germination des graines en condition de déshydratation ou de 

stress salins, alors que le miR395e l’accélère (Kim et al., 2010). Ce différentiel de réponse 

s’explique par la présence d’un nucléotide différent dans les séquences de ces miARN 

entraînant la non-reconnaissance des gènes APS1 et APS4 par le miR395e. Ces deux 

gènes sont donc impliqués dans le processus de germination chez A. thaliana. 

 Les miR396 régulent la prolifération cellulaire et la taille des méristèmes par l’intermédiaire 

de leurs cibles, les Growth Regulating Factor (GRF, Rodriguez et al., 2010). GRF1 et 

GRF2 vont stimuler la division cellulaire et donc la croissance des feuilles chez A. thaliana 

(Kim et al., 2003; Wang et al., 2011). Une surexpression des miR396 induit une diminution 

de l’expression des gènes GRFs conduisant à une réduction de la taille des feuilles d’A. 

thaliana (Liu et al., 2009b). Ces miARN sont également impliqués dans la formation des 

fleurs chez le riz (Liu et al., 2014) et dans la voie de réponse aux CKs (Curaba et al., 

2014).  

Cet exposé non exhaustif des nombreuses actions des miARN et de leurs interconnections 

sous-tend que ces acteurs cellulaires sont impliqués dans une multitude de processus 

biologiques chez les végétaux.  
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 Les miPEP : origine et mode d’action B.

Une nouvelle classe de peptides régulateurs, les miPEP (miRNA-encoded peptide), a été 

découverte en 2015 (Lauressergues et al., 2015; Waterhouse and Hellens, 2015). Chaque 

miPEP est spécifique d’un miARN et d’une espèce car il est produit à partir de régions non 

conservées de l’ADN, les ORFs (Open Reading Frame), présents sur le bras 5’ du pri-miARN, 

en amont du miARN (Figure 30). Les miPEP, d’une longueur de 3 à 60 acides aminés, 

stimulent la transcription de leurs propres transcrits primaires (pri-miARN) à partir des gènes 

MIR, entraînant une surexpression du miARN correspondant. Les miPEP induisent donc une 

régulation négative des gènes cibles spécifiques de leur miARN. Cette régulation moléculaire 

naturelle de l'expression génique peut être copiée en utilisant des miPEP synthétiques. Ainsi, 

des étapes spécifiques du développement des plantes peuvent être perturbées 

temporairement par un traitement exogène avec les miPEP appropriés. Une étude a par 

exemple montré que l’application exogène du miPEP172c synthétique chez le soja entraîne 

une surexpression du miR172c et une répression de ses gènes cibles conduisant à une 

stimulation de la nodulation (Couzigou et al., 2016). Il a aussi été montré que l’ajout du 

miPEP165a sur des racines d’A. thaliana induit une stimulation de la prolifération cellulaire 

entraînant une augmentation de la longueur de la racine primaire, une accélération de la 

floraison et une augmentation de la taille des inflorescences (Ormancey et al., 2020). Une 

autre étude a mis en évidence l’importance du rôle du miPEP858a dans le contrôle de la voie 

des phénylpropanoïdes et dans le développement d’A. thaliana et plus particulièrement la 

stimulation dose-réponse de la croissance racinaire induite par ce miPEP (Sharma et al., 

2020). 
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Figure 31 : Effets des miPEP de la famille du miR171 sur l’expression du gène LOM1 (Couzigou 
et al., 2017). 

L’expression relative de LOM1 a été quantifié par qRT-PCR dans les racines mycorhiziennes traitées 
avec du solvant (contrôle) ou avec 0,1 mM du miPEP correspondant. L’ajout du miPEP171b induit une 
augmentation de l’expression du gène LOM1 contrairement aux autres membres de la famille du mR171 
qui induisent une diminution de l’expression de ce gène. 

 

Figure 32 : Phénotypes de la tige foliaire en réponse au traitement avec le miPEP165a chez A. 
thaliana (Ormancey et al., 2020).  

Les plantes ont été traitées trois fois par semaine soit avec 100 µM du miPEP165a au niveau du 
méristème apicale, soit avec 10 µM de miPEP165a par arrosage. La condition contrôle correspond à un 
traitement avec de l’eau. La vitesse de développement de la tige est caractérisée par le nombre de jours 
nécessaires pour que la tige florale atteigne 1 cm (A) et pour que les premières fleurs apparaissent (B). 
Le développement de la tige florale est caractérisé par une mesure de sa taille 24 jours après semis (C). 
Les plantes traitées avec le miPEP165a au niveau du méristème floral montre une augmentation de la 
taille de la tige florale contrairement au traitement par arrosage avec ce miPEP. Cela montre l’absence 
de circulation du miPEP165a entre les parties racinaires et aériennes de la plante. 
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Les miPEP peuvent également être utilisés comme outils dans l’étude des mécanismes 

moléculaires sans passer par la transformation de plantes qui reste une procédure 

contraignante notamment chez les plantes non modèles telles que les plantes parasites. Ils 

peuvent par exemple être utilisés pour déterminer le rôle d’un membre spécifique d’une famille 

de miARN. Une étude a en effet montré que l’utilisation d’un miPEP spécifique au miR171b 

met en évidence sa fonction de protection du gène LOM1 (LOST MERISTEMS 1) impliqué 

dans la formation de mycorhizes à arbuscules chez différentes espèces de plantes (Couzigou 

et al., 2017). La surexpression du miR171b induite par l’ajout de son miPEP correspondant 

entraîne une surexpression de LOM1 contrairement à tous les autres miPEP membres de la 

famille des miR171 (Figure 31). Il a été montré que le miR171b a perdu sa capacité de clivage 

de l’ARNm du gène LOM1. Son interaction avec l’ARNm entre en compétition avec celle des 

autres membres de la même famille protégeant ainsi ce gène de la dégradation.  

Plusieurs études ont montré que l’ajout exogène d’un miPEP synthétique induit la 

surexpression du miARN associé chez les plantes (Lauressergues et al., 2015; Couzigou et 

al., 2016; Zhang et al., 2020a; Chen et al., 2020; Sharma et al., 2020) mais aussi chez 

l’humain (Niu et al., 2020; Kang et al., 2020). Une seule étude récente montre les mécanismes 

d’internalisation d’un miPEP dans la plante et plus précisément dans le noyau des cellules de 

l’organe concerné (Ormancey et al., 2020). Cette étude montre que le miPEP165a chez A. 

thaliana est internalisé à la fois de manière passive au niveau de l’apex racinaire mais aussi 

par des processus associés à l’endocytose, notamment par la voie clathrine-dépendante et par 

l’implication de microdomaines membranaires associés à l’endocytose. L’ajout de ce miPEP 

au niveau de la racine ne montre pas d’effet sur la tige, il ne serait donc pas transporté entre 

les racines et les tiges (Figure 32). Ce résultat est confirmé par le marquage de ce miPEP 

avec le colorant fluorescent FAM montrant qu’il n’atteint pas le cylindre central de la racine, il 

semble bloqué par le péricycle.  

Ainsi, des miPEP synthétiques et hautement spécifiques peuvent moduler des processus 

biologiques particuliers. Ils pourraient présenter un grand intérêt agronomique que ce soit 

comme biostimulant ou comme biocontrôle dans le cadre des interactions plante – plante 

parasite. Les miPEP présentent également un grand intérêt pour les études fonctionnelles 

permettant de s’affranchir par exemple des contraintes générées par la création de mutants. 

La transformation d’holoparasites tels qu’O. cumana et P. ramosa est complexe car il s’agit de 

pathogènes obligatoires. L’utilisation de miPEP est donc très intéressante dans l’étude des 

mécanismes moléculaires impliqués dans les phases clés de développement de ces plantes 

parasites. 
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V. Problématique de recherche 

Les plantes épirhizes holoparasites sont une problématique majeure pour de nombreuses 

cultures d’intérêt agronomique dans le monde (Parker, 2009). Un cycle de vie majoritairement 

souterrain et synchronisé avec celui de la plante hôte, et une grande quantité de graines 

produites avec une grande viabilité dans le sol, rendent le développement de moyens de lutte 

efficaces et durables contre ces pathogènes très difficile. La compréhension des mécanismes 

impliqués dans l’induction des phases clés du développement, la germination et 

l’haustoriogenèse, chez ces plantes parasites est donc essentielle au développement de 

moyens de lutte ciblés, efficaces et durables. Il existe actuellement peu d’outils pour étudier 

les mécanismes moléculaires impliqués dans ces processus.  

Ma thèse s’inscrit dans le projet ANR miPEPiTO (Utilisation de miPEP pour contrôler 

l’interaction Tournesol-Orobanche, ANR-16-CE20-0004). Ce projet regroupe les unités de 

recherche LIPM (Laboratoire Interaction Plantes Micro-organismes, UMR CNRS-INRA 

2594/441, Toulouse), LRSV (Laboratoire de Recherche en Sciences Végétales, UMR 5546 

UPS-CNRS, Toulouse), LBPV (Laboratoire de Biologie et de Pathologie Végétales, EA 1157 

Université de Nantes) et l’entreprise Micropep Technologies (Toulouse) valorisant l’utilisation 

de miPEP. Les approches méthodologiques sont l’obtention des répertoires des miARN d’O. 

cumana et de tournesol, l’identification des miPEP correspondants, la synthèse de ceux-ci et 

leur application sur le pathosystème (Figure 33). 
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Les miPEP d’O. cumana et de P. ramosa ayant le plus d’effet lors des étapes de germination 

et d’haustoriogenèse ont été sélectionnés afin de réaliser une caractérisation plus fine de leurs 

effets au niveau phénotypique et moléculaire. Ainsi, les miPEP issus des familles miR156, 

miR159, miR164, miR172, miR319 et miR396 ont été caractérisés de manière plus 

approfondie par une analyse de l’expression de leurs gènes cibles lors de la germination et/ou 

de l’haustoriogenèse après traitement ou non avec ces miPEP. Les effets des miPEP319 ont 

aussi été évalués lors de tests en co-culture O. cumana/tournesol.  

Les travaux concernant l’haustoriogenèse ont été réalisés dans le cadre du stage de Master 2 

Biologie Végétale « Plant Integrative Biology and Breeding » de Thibault ROUDAIRE : « Les 

miPEP peuvent-ils affecter la formation de l’haustorium des plantes holoparasites épirhizes 

? », que j’ai encadré de janvier à juin 2019. 
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Chapitre 1 : Effet des miPEP lors des processus  
de germination et d’haustoriogenèse des 

orobanches 

I. Introduction 

La germination et l’haustoriogenèse sont deux étapes clés du développement des plantes 

holoparasites épirhizes La germination de ces plantes parasites doit se dérouler à proximité 

d’une plante hôte et leur fixation à celle-ci doit être réalisée rapidement pour permettre leur 

survie. Il a été montré que les miARN sont impliqués dans une multitude de processus 

biologiques comme la dormance et la germination du maïs (Figure 1.1, Li et al., 2013). 

 

Figure 1.1 : Réseau de régulation potentiel des miARN dans les graines de maïs sèches et 
imbibées (Li et al., 2013). 

Les cases turquoise et orange représentent respectivement des miARN et leurs gènes cibles sous-
exprimés et sur-exprimés lors de l’imbibition des graines. 

 

  



Chapitre 1 

86 
 

Parmi les miARN conservés, seuls les miARN de 16 familles ont été identifiés à partir du 

génome d’O. cumana. Il s’agit des miR156, miR159, miR160, miR164, miR165/166, miR167, 

miR168, miR169, miR171, miR172, miR319, miR390, miR393, miR394, miR395 et miR396. 

Chez P. ramosa, seuls les miARN de 4 familles correspondant à ceux présentant le plus 

d’effet lors du criblage sur la germination d’O. cumana ont été identifiés. Il s’agit des miR156, 

miR172, miR319 et miR396. 

Les miARN étant impliqués dans une multitude de processus biologiques chez les végétaux,  il 

est tentant d’anticiper qu’une modification de leur expression chez les plantes parasites 

pourrait permettre une modulation de deux processus clés de leur développement, la 

germination strigolactone-dépendante et l’haustoriogenèse, soit en les stimulant ou en les 

inhibant. Chez O. cumana et P. ramosa, l’ajout exogène de miPEP correspondants à ces 

miARN devrait donc permettre d’atteindre ces objectifs. Ces petits peptides pourraient être 

utilisés comme des outils dans des études fonctionnelles de l’expression de gènes et/ou 

comme des agents de biocontrôle. C’est dans cette optique qu’un criblage de leurs effets lors 

de la germination d’O.cumana et de P. ramosa a été réalisé. De ce que l’on connaît des 

modes d’actions des différents miARN, les familles de miPEP 156, 159, 160, 164, 165/166, 

167, 172 et 395 semblent être de bons candidats pour moduler la germination des plantes 

parasites (Li et al., 2013; Das et al., 2015; Huo et al., 2016; Bai et al., 2017). Parallèlement, un 

suivi de l’expression des gènes cibles des miARN identifiés chez O. cumana a été réalisé lors 

de la germination afin de déterminer ceux potentiellement impliqués dans ce processus et de 

corréler ces résultats avec ceux obtenus lors du criblage phénotypique. 

Des criblages de l’effet de miPEP sur le processus d’haustoriogénèse d’O. cumana et de P. 

ramosa ont ensuite été réalisés à partir des miPEP associés aux miR156, miR172, miR319 et 

miR396. Ces miPEP ont été sélectionnés car ils présentent les effets les plus forts lors de la 

germination d’O. cumana et de P. ramosa. De plus, 3 de ces familles de miARN, les miR172, 

miR319 et miR396, ont été identifiés dans la littérature comme liés à la voie des cytokinines 

(Figure 23, page 64 de l’introduction bibliographique, Curaba et al., 2014). Or, l’implication des 

CKs dans l’induction haustoriale a été démontrée chez P. ramosa (Goyet et al., 2017). Ces 

miPEP sont donc de bons candidats pour moduler le processus d’haustoriogenèse de ces 

plantes holoparasites. 
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II. Matériels et méthodes 

 Matériel végétal A.

Le lot de graines d’O. cumana Wallr. utilisées pour effectuer les expérimentations est le lot 

Oc49. Elles ont été récoltées en 2017 dans une parcelle de tournesol (Helianthus annuus L.) à 

Longeville (Vendée, France). Elles ont été tamisées et séparées en 5 fractions en fonction de 

leur taille. La fraction utilisée correspond aux graines dont la taille est comprise entre 200 et 

224 µm. La température optimale de germination des graines d’O. cumana est de 25 °C. À 

cette température, les concentrations en stimulants nécessaires à la germination de 50% des 

graines (EC50) sont de 4,82.10-9 M avec le rac-GR24 et de 1,56.10-9 M avec le DCL. 

Les graines de P. ramosa (L) Pomel récoltées en 2014 dans une parcelle de colza (Brassica 

napus L.) à Saint Martin de Fraigneau (Vendée, France) composent le lot Pram119 utilisé pour 

effectuer les expérimentations. Ces graines ont été tamisées et divisées en 5 fractions, la 

fraction utilisée est celle dont la taille des graines est comprise entre 180 et 200 µm. La 

température optimale de germination des graines de P. ramosa est de 21 °C. L’EC50 pour les 

graines de P. ramosa avec un traitement au rac-GR24 à 21 °C est de 8,3.10-11 M.  

 Désinfection des graines et conditionnement B.

Les graines d’O. cumana sont désinfectées dans de l’hypochlorite de sodium 2,4% 

pendant 7 min sous agitation, suivi par 3 rinçages à l’eau distillée stérile pendant 30 secondes 

et 3 rinçages à l’eau distillée stérile pendant 5 min. Les graines sont ensuite amenées à une 

concentration de 10 mg par mL de milieu d’incubation composé de tampon HEPES à 1 mM, 

pH 7,5 (Sigma Aldrich, Saint-Louis, États-Unis) et de Plant Preservative Mixture (PPM, Kalys, 

Bernin, France) à 0,1% p/v. Les graines sont placées dans un tube FalconTM de 50 mL 

(Dominique Dutscher, Brumath, France) à 25 °C et à l’obscurité pendant 4 jours minimum 

permettant l’acquisition de la capacité des graines à percevoir les stimulants de germination. 

Cette étape correspond à la phase de conditionnement des graines. 

Les graines de P. ramosa sont désinfectées suivant le même protocole que celles d’O. 

cumana avec une légère modification : le temps de désinfection dans l’hypochlorite de sodium 

2,4% est de 5 min. Les graines sont ensuite placées à 21 °C à l’obscurité dans le milieu 

d’incubation pendant 7 jours minimum pour la phase de conditionnement. 
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 Identification et synthèse des miPEP C.

 Orobanche cumana 1.

Les miARN compris entre les miR156 et miR399 ont été identifiés par analyse bio-

informatique à partir du génome d’O. cumana qui a été séquencé en 2017 par le LIPM dans le 

cadre du projet HeliOr (Muños et al., 2015). Les miPEP associés ont ensuite été identifiés à 

partir des séquences des précurseurs des miARN. L’identification des miARN et des miPEP 

associés d’O. cumana a été réalisée par le LRSV (Laboratoire de Recherche en Sciences 

Végétales) à partir du génome d’O. cumana. Ainsi, 42 miPEP d’O. cumana ont été identifiés à 

partir de pri-miARN issus de 16 familles de miARN (miR156, miR159, miR160, miR164, 

miR165/166, miR167, miR168, miR169, miR171, miR172, miR319, miR390, miR393, miR394, 

miR395 et miR396). Les miPEP sont ensuite synthétisés de manière chimique par l’entreprise 

Smartox Biotechnology (Saint-Egrève, France) puis stockés à -20 °C sous forme lyophilisée. 

Avant utilisation, les miPEP lyophilisés sont solubilisés avec de l’eau ou de l’ACN 50% selon 

leur hydrophobicité puis conservés sous forme d’aliquots. La conservation des miPEP sous 

forme d’aliquots permet d’éviter les cycles de congélation/décongélation délétères à leur 

efficacité une fois solubilisés (Ormancey et al., 2020).  

 Phelipanche ramosa 2.

Les précurseurs de 4 miARN, correspondant aux miARN dont les miPEP étaient les plus 

intéressants chez O. cumana lors de la germination ont été identifiés chez P. ramosa grâce à 

une première version du génome fournie par le Professeur Susann Wicke de l’Université 

Humboldt de Berlin (communication personnelle). Dix-huit miPEP correspondant à 4 familles 

de miARN (miR156, miR172, miR319 et miR396) ont ainsi été synthétisés : 7 membres de la 

famille des miR156, 7 membres de la famille des miR172, 2 membres de la famille des 

miR319 et 2 membres de la famille des miR396.  

 Tests de germination  D.

Le milieu d’incubation des graines est renouvelé avant d’effectuer les tests de germination 

afin d’éviter l’anoxie des graines. Pour cela, les graines sont rincées 3 fois avec de l’eau 

distillée stérile et amenées à une concentration de 10 mg par mL dans un nouveau milieu 

d’incubation avec de l’HEPES 1 mM, pH 7,5 et du PPM 0,1 % p/v. Les tests de germination 

sont effectués avec 50 µL de milieu représentant environ 150 graines par puits d’une plaque 

96 puits à fond plat (Cell Culture Multiwell Plate Cellstar, Greiner Bio-One, Frickenhausen, 

Allemagne) selon le protocole décrit par Pouvreau et al. en 2013. Dix µL de stimulant de 
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graines, 5 µL de rac-GR24 ou d’ACN et 5 µL de miPEP, d’eau distillée stérile ou d’ACN en 

fonction du solvant utilisé pour dissoudre les miPEP. Deux puits par réplicat biologique sont 

traités pour chaque condition puis mélangés avant récolte afin d’obtenir une quantité de 

graines suffisante pour réaliser l’extraction des ARNs. Pour chaque traitement sont effectués 

trois réplicats biologiques. Une fois le contenu des deux puits mélangés, 40 µL de graines sont 

prélevés et placés dans une plaque 96 puits en deux réplicats servant de contrôle 

phénotypique des différents traitements. Les 960 µL de graines restantes sont ensuite 

récupérées aux temps souhaités grâce à un tamis de 100 µm puis séchées avec du papier 

absorbant, congelées dans de l’azote liquide et placées dans un congélateur à -80 °C. 

 Tests d’haustoriogenèse E.

Le test d’haustoriogenèse chez Phelipanche ramosa est basé sur le protocole décrit par 

Goyet et al., 2017. Il est réalisé en plaque 96 puits à fond plat. Les graines sont désinfectées 

dans de l’hypochlorite de sodium 2,4 % et conditionnées à 21 °C pendant 7 jours minimum 

dans le milieu d’incubation composé d’HEPES 1 mM à pH 7,5 et de PPM à 0,1 % dans un 

tube FalconTM 50 mL (Dutscher, Brumath, France). Le milieu d’incubation est renouvelé afin 

d’obtenir une concentration en graines finale de 2,5 mg par mL. Du rac-GR24 est ajouté à une 

concentration finale en de 10-7 M. Cinquante µL de ces graines stimulées avec le rac-GR24 

sont alors placés dans chaque puits. La plaque 96 puits est placée à 21 °C pendant 4 jours 

pour permettre la protrusion des radicules. Après 4 jours d’incubation, le milieu de culture 

contenant le stimulant de germination est remplacé par les miPEP et/ou la cis-trans-zéatine 

(c/tZ), une cytokinine fournie par Olchemin (Olomouc, République Tchèque). Ils sont dilués 

dans le milieu de conditionnement (HEPES 0,5 M, pH 7,5 et PPM 0,05 %) et 100 µL sont 

ajoutés sur les graines germées. La formation de l’haustorium est observée 3 jours après la 

stimulation. Les miPEP sont testés à 7 concentrations allant de 10-9 M à 10-4 M pour les tests 

d’induction d’haustoriogenèse et à 100 µM pour les tests d’inhibition. La c/tZ est utilisée à 3 

concentrations : 10-10, 10-9 et 10-8 M, pour les tests d’inhibition. 

La mise au point du test d’haustoriogenèse chez O. cumana a été réalisée par Thibault 

Roudaire, stagiaire en Master 2 Biologie Végétale « Plant Integrative Biology and Breeding », 

que j’ai encadré. Ce test est basé sur celui décrit précédemment pour Phelipanche ramosa 

avec quelques modifications. Les graines d’O. cumana sont désinfectées dans de 

l’hypochlorite de sodium 2,4 % (voir la section « B. Désinfection des graines et 

conditionnement ») et conditionnées à 25 °C pendant 4 jours minimum dans le milieu 

d’incubation composé d’HEPES à 1 mM et du PPM à 1 %. La germination des graines est 

stimulée par du DCL à 10-7 M final en tube FalconTM de 50 mL pendant 30 min, puis les graines 

sont rincées et re-suspendues à 2,5 mg par mL dans le milieu d’incubation composé d’HEPES 
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à 0,5 mM et du PPM à 0,05 %. Le DCL a été utilisé à la place du rac-GR24 car les EC50 de 

ces deux stimulants de germination sont très proches ; de plus, Thibault Roudaire obtenait de 

meilleurs taux de germination avec ce stimulant. Il est nécessaire d’obtenir le meilleur taux de 

germination possible pour ensuite pouvoir visualiser au mieux le pourcentage 

d’haustoriogenèse. Un dépôt de 50 µL de graines est effectué par puits dans une plaque de 96 

puits. La plaque est incubée à 25 °C et à l’obscurité pendant 54 h permettant ainsi la 

protrusion des radicules. Une fois les radicules protrudées, 50 µL de miPEP et/ou de c/tZ 

dilués dans du milieu d’incubation (HEPES 0.5 mM, pH 7,5 et PPM 0,05 %) sont ajoutés aux 

50 µL de graines. La formation de l’haustorium est observée 10 jours après stimulation. Les 

miPEP sont testés à 7 concentrations allant de 10-4 M à 10-9 M pour les tests d’induction de 

l’haustoriogenèse et à 100 µM pour les tests d’inhibition. Le c/tZ est utilisé à 3 concentrations : 

5.10-9, 1.10-8 et 5.10-8 M pour les tests d’inhibition. 

Le pourcentage d’haustoriogenèse correspond au nombre d’haustoriums formés par rapport 

au nombre de graines germées (cf « Introduction bibliographique », Figure 6A et B). 

 PCR quantitative en temps réel F.

Les graines conservées à -80 °C sont broyées à l’aide d’un pilon pour tube 1,5 mL (VWR, 

Radnor, Etats-Unis) dans des tubes Eppendorfs 1,5 mL (Sarstedt, Allemagne). L’extraction 

des ARNs totaux est réalisée avec le kit NucleoSpin® RNA Plant (Macherey-Nagel, Hoerdt, 

France) sur les graines broyées avec quelques modifications. L’étape 7 correspondant à la 

digestion de l’ADN n’est pas effectuée, de même que le premier lavage de l’étape 8. L’élution 

est effectuée avec 50 µL d’eau RNase free. Un traitement DNase est effectué sur l’éluat avec 

6.8 unités Kunitz de DNase RNase-Free (Qiagen, Courtaboeuf, France) pendant 20 min à 

température ambiante. Les ARNs sont ensuite purifiés avec le kit NucleoSpin® RNA Clean-up 

XS (Macherey-Nagel, Hoerdt, France) avec un volume d’élution final de 30 µL. La quantité et 

la qualité des ARNs sont déterminées par spectrophotométrie (A260/A280 et A260/A230, 

NanoDrop Spectrophotometer ND-1000, Labtech International Ltd, Royaume-Uni). Les ARNs 

purifiés sont conservés à -20 °C.  

Les ADNc sont synthétisés à partir de 400 ng d’ARN pour les analyses d’expression des 

gènes cibles des miARN. Le kit qScript cDNA Supermix (Quanta BioSciences Inc., 

Gaithersburg, Etats-Unis) est utilisé pour synthétiser les ADNc. Les ADNc sont conservés à -

20 °C avant utilisation.  
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Les PCR quantitatives sont réalisées dans des plaques PCR 96 puits (MicroAmp Optical 96-

Well Reaction Plate, Applied Biosystems, Foster City, Etats-Unis) grâce au kit PerfeCTa® 

SYBR® Green SuperMix ROX (Quanta BioSciences Inc., Gaithersburg, Etats-Unis). Le 

thermocycleur utilisé est un thermocycleur Applied Biosystem 7300 real-time PCR (Applied 

Biosystem, Foster City, Etats-Unis). Les couples d’amorces utilisés (Tableau 1.1) sont 

identifiés grâce au logiciel Primer Express 3.0 (Applied Bisystems, Foster City, Etats-Unis). 

L’efficacité (E) des couples d’amorces est déterminée à partir de la valeur de la pente issue de 

la courbe standard des Ct (threshold cycles) en fonction de la quantité d’ADNc selon la 

formule suivante : E = 10-(1/pente) (Pfaffl, 2001). Une gamme de dilution au ½ est utilisée pour 

réaliser les réactions de qPCR nécessaires à la réalisation de cette courbe standard grâce au 

programme Standard Curve. Les cycles de températures pour ce programme sont les 

suivants : 2 min à 50 °C, 10 min à 95 °C suivis de 40 cycles de 15 sec à 95 °C puis 1 min à 60 

°C. La spécificité des couples d’amorces est vérifiée grâce à un cycle de dissociation à la suite 

du programme Standard Curve. Ce cycle est composé de 15 sec à 95 °C, 1 min à 60 °C, 15 

sec à 95 °C puis 15 sec à 60 °C. Les réactions de PCR quantitatives sont réalisées avec 5 µL 

d’ADNc dilués au 1/10ème. Les amorces sont utilisées à une concentration finale de 300 mM 

par réaction soit un volume de 0,75 µL à une concentration de 10 µM. Le volume total de 

chaque réaction est de 25 µL. La réaction de PCR quantitative est caractérisée par une 

succession de cycles de températures, le premier correspond à la dénaturation initiale des 

ADNc avec une température de 95 °C pendant 10 min, suivi par 40 cycles à 95 °C pendant 15 

sec puis 60 °C pendant 1 min correspondant respectivement à une phase de dénaturation et 

aux phases d’hybridation/élongation. L’expression des gènes étudiés est normalisée par le 

gène de référence Ubiquitin10 (UBI10) pour les tests de germination et d’haustoriogenèse, et 

par la condition contrôle « traitement solvant ». Les expressions relatives sont calculées à 

partir des Ct moyennés sur deux réplicats biologiques composés chacun de trois réplicats 

techniques, et des efficacités des couples d’amorces utilisés selon la formule suivante :  

                                                                                 

Etarget correspond à l’efficacité du couple d’amorces du gène cible et Eref correspond à 

l’efficacité du couple d’amorces du gène référence. Ct correspond au différentiel d’expression 
entre le Ct du contrôle et celui de l’échantillon (Pfaffl, 2001). Cette formule permet de prendre 

en compte les différences d’efficacité entre les couples d’amorces. 
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Tableau 1.1 : Liste des couples d’amorces utilisés pour les qRT-PCR dans ce chapitre. 

 

 

 

miARN Gène Nom Séquence
Taille 

amorce
Oc_UBI10_Fwd GAA TTC AAC GAG GGT AAA GCA TCT 24

Oc_UBI10_Rev CGG AGT CTG TGA TGG ATG AAA AA 23

OcTarget37_Fwd ACA CTT CAT GAA CGG CAC CAA 21

OcTarget37_Rev ATG TTC CAG CCG GGA CTG T 19

OcTarget41_Fwd CCG AAG AAG GCT TTC TGA TCA TAA T 25

OcTarget41_Rev GTC GAG CTG TTA AAT CGT ATA GTT TCC 27

OcTarget42_Fwd AAC CCG TGC TGC CAA GTC 18

OcTarget42_Rev TAT GCC GCC GGT GAT AAT CT 20

OcTarget43_Fwd GGC CAC AAC GAA CGT AGA AGA 21

OcTarget43_Rev GGC GAA AGG GTT CCG TAT C 19

OcTarget5_Fwd ACA CCG GCC CCG CTA A 16

OcTarget5_Rev ATA CTA TAT CCG TTT TCG CTA AGA AAG C 28

OcTarget6_Fwd CAT TGT TTC GAT GAC AGT CGA GTA T 25

OcTarget6_Rev AGG GTC TTC GCG AAA GAA TTG 21

OcTarget7_Fwd CCA ACT AAT ACT ACC CCC GAC TGT 24

OcTarget7_Rev GCC CCC GGA ACA ATC G 16

OcT13bis_Fwd GGC GGC GAC ATC AAG AAG 18

OcT13bis_Rev GGG ATC GCG AGT TGA CTT GT 20

OcT14bis_Fwd TCC GTG AAC GCG CTG AT 17

OcT14bis_Rev GGA AAC GAG AAG CGG AGG AT 20

OcTarget1_Fwd AAT TGC TCT ACA TGC AGC TCT ATG C 25

OcTarget1_Rev AGA CGT ATA GCG TAG CAA CCA GAA 24

OcTarget2_Fwd TCC AAC GGC CTG TCT ACC A 19

OcTarget2_Rev GCA AAC TGA AAG GCG ATT GTC 21

OcTarget3_Fwd TGA TTT GCG AGA GGT CAT TAA CA 23

OcTarget3_Rev CAG CTC TCG TAA AGC ACG TTG TA 23

OcTarget4_Fwd AAT GGA TGC TGG CAA GTA CGT 21

OcTarget4_Rev GGC TTT GGG CAT TCT GCA TA 20

OcTarget45_Fwd GCA ATG AAT GGA AGT TTA GGC ATA T 25

OcTarget45_Rev ACA AAC ACA CTC CAT CCC GTA GTA 24

OcTarget46_Fwd CAC GAA TGG CGG TTG TGA T 19

OcTarget46_Rev CGG ATG GTA TTC CAG CAT TGA 21

OcTarget47_Fwd CTC ATT CCC CGG TCT TAA AGA TG 23

OcTarget47_Rev GCA TAG CTT GAT CGC CGA TAC 21

OcTarget22_Fwd AAG GAA ATT GAT CAA AGC TAG AAA GC 26

OcTarget22_Rev ACC GGT GCC CCT TTC TCT 18

OcTarget23_Fwd TTT CCT GAG TAC CAA AAA GCT TGA 24

OcTarget23_Rev AAG CAG GAT AGC GCG ACT GT 20

OcTarget49_Fwd GAA TCT TCC TGT TTG TTG TTT AGC TAA C 28

OcTarget49_Rev GGC GAC AGC TGT TTG ACA AAA 21

OcTarget50_Fwd GGT TTT GGT GTT GTA GAT CAA GGA 24

OcTarget50_Rev CTG GAT CTG AAG TTG TTG GGA AA 23

OcTarget51_Fwd CCC TTA CGA GCC CAA GTC TGT 21

OcTarget51_Rev GGA AAC GGG CTT TCG ATC A 19

OcNF-YAe

miR171

OcHAMa

OcHAMb

OcHAMc

miR164a

OcNAMb

OcNAMc

miR169

OcNF-YAd

miR167

OcARFa

OcARFb

OcARFc

OcUBI10

miR165/166

OcHB15 ou 8

OcHB15 ou 8

OcPHV

OcPHB

miR160a

OcARF10

OcARF16

OcARF17

miR156

OcSPLa

OcSPLb

OcSPLc

OcSPLd
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OcTarget8_Fwd ATT GCG GGA AAC AGG TTT ATT TAG 24

OcTarget8_Rev ACT TAA TAG CTG CCC TAT CAT ATG CA 26

OcTarget9_Fwd TTG GGC GGT CAA GCT GAA 18

OcTarget9_Rev CTC GGA CTG GCA GAA TTT AAC TC 23

OcTarget11_Fwd GAC GAG GTC GAT TGC AAC AGA 21

OcTarget11_Rev GGA TCA CGT TCT TGT TGA GGA TT 23

OcTarget26bis_Fwd AGC GAG TCT CCT ATG TTG AGC AA 23

OcTarget26bis_Rev GGC TGC AAT CGT GTT GTA CCT 21

OcTarget28_Fwd CCT ACA ATA CCA AAA CTC TGC TCT CTA C 28

OcTarget28_Rev GGA GTG TGG AAA GGC GAT TC 20

OcTarget29_Fwd CCG TAG TCC AAT CTC GTC CAC TA 23

OcTarget29_Rev GAC CAC TGC TCC CTG GAG AAG 21

OcTarget52_Fwd TGA TTC GAA TTT CTT CCT CAG AAC T 25

OcTarget52_Rev TAG AAG CCC GGA CGT GAA GTA 21

OcTarget53_Fwd CAC ACC GCC ATA CAA TTC TAT GAC 24

OcTarget53_Rev TGG CAG CTT TGG CTT TTT TTA T 22

OcTarget30_Fwd TGC AAG ATG CCC TAA CCT TAG AAG 24

OcTarget30_Rev CAA CTG AGG TGC TTT CAC CAG TA 23

OcTarget31_Fwd CCT CGT GCA CCA GAC TAT TTA ACC 24

OcTarget31_Rev TTC CTT ACA GCT CTC CAC AAT GG 23

OcTarget32_Fwd TTC TAT ACT TTT GCC GCC AGA TGT 24

OcTarget32_Rev CGG AAG CGG ATT AAA TTT GG 20

OcTarget33_Fwd CTC TTA TAA CCG TGG CAA AAC  ATT G 25

OcTarget33_Rev TCC GGT ATC GTT GGG TTA AGG 21

OcTarget59_Fwd TGT ACG ACC CGT CAT TGA AGA A 22

OcTarget59_Rev GCC ACA GGC AAC AAG ATT ATA TTT T 25

OcTarget61_Fwd CTG GCT GGA AGA ACC GAA ATC 21

OcTarget61_Rev AGC TCG AGG AGC AAG AGA AAT C 22

OcTarget62_Fwd ACC TTC TTA TCT TCT CAC TCC AAT CAG A 28

OcTarget62_Rev GGA TCT TAG GGC GGG AAA TG 20

OcTarget63_Fwd ATA GCG GCG GAG CTA ACG A 19

OcTarget63_Rev GCA TCG GAA GAT GAT GAG ATA TAT TC 26

OcTarget64_Fwd GCT TAC TCT TCT GGT CAT CAT CCA TAC 27

OcTarget64_Rev GCC ATT GAG ACG AGC TGA AAT 21

OcTarget66_Fwd TGC CGA TAC GTC GCA GTT T 19

OcTarget66_Rev AAC AGT AGC CCA GAG AAG AAT GGT 24

OcTarget67_Fwd CGT GGC ACC TGA TCA GAA ATA C 22

OcTarget67_Rev TGA AAC TTC CAC ATG CTT TCT TGA 24

OcTarget68_Fwd TGT GGT GCA GGC AAA GTT TG 20

OcTarget68_Rev ATC CGT TCT CCG GCA TCT T 19

miR396

OcGRFa

OcGRFb

OcGRFc

OcGRFd

OcGRFe

OcGRFf

OcGRFg

miR319

OcTCP2

OcTCP3

miR394 OcGalactose oxydase

miR393

OcFBa

OcFBb

OcFBc

OcFBd

miR159 OcMYB101

miR159  miR319

OcMYB33a

OcMYB33b

miR172

OcTOEa

OcTOEb

OcTOEd
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 Analyses statistiques G.

Les analyses statistiques des données sont effectuées à partir du logiciel R (www.r-

project.org).  

Les données de pourcentage d’induction d’haustoriogenèse, d’inhibition de germination et 

d’haustoriogenèse ont été soumises à une analyse de comparaison par paire (Tukey honestly 

significant difference (Tukey-HSD)) avec des intervalles de confiance de 99,9 %, 99 % et 95 

%. Les moyennes sont des valeurs ± SE avec n = 3 pour les tests de germination et n = 6 pour 

les tests d’haustoriogenèse. 

Les données d’expression de gène de graines traitées ou non avec du rac-GR24 ont été 

soumises à des comparaisons par paire (Tukey-HSD) des différents traitements avec le 

contrôle négatif (traitement solvant seul à 0,1 % (v/v) d’ACN) et avec un intervalle de confiance 

de 99 %. Les moyennes sont des valeurs ± SE (n=3). 
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Les gènes sous-exprimés sont les gènes PHV et GRF cibles de miR165/166 et miR396 

respectivement (Figure 1.3). Les niveaux d’expression des deux gènes NF-YA cibles de 

miR169 ne sont pas modulés lors de la germination.  

Ainsi, la majorité des gènes cibles de miARN sont sur-exprimés lors de la germination des 

graines d’O. cumana. On peut donc s’attendre à ce que les miARN correspondants soient 

sous-exprimés lors de ce processus biologique. L’ajout de miPEP, s’ils stimulent l’expression 

de leurs miARN respectifs et donc inhibent celles de leurs gènes cibles, pourrait ainsi moduler 

le processus de germination et probablement l’inhiber. 
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 Effets phénotypiques des miPEP lors de la germination  B.

Les mécanismes de régulation de processus biologiques tels que la germination sont des 

processus extrêmement fins. L’ajout d’une quantité trop élevée de stimulant de germination, le 

rac-GR24, entraîne une saturation du signal et ne permet pas de visualiser l’effet inhibiteur 

potentiel d’un miPEP. Afin de pallier cet effet saturant, le test de germination a été réalisé à de 

faibles concentrations en stimulant de germination. Ainsi, trois concentrations en rac-GR24, de 

10-8 M à 10-10 M, ont été utilisées pour réaliser le criblage des effets des miPEP lors de la 

germination. Cette gamme de concentration encadre l’EC50, permettant d’avoir un 

pourcentage de germination maximal à 10-8 M et très faible voire nul à 10-10 M.  

 Les miPEP d’O. cumana 1.

L’analyse bio-informatique du génome d’O. cumana a permis d’identifier 42 miPEP issus 

de 16 familles de miARN. Ces miPEP ont été testés sur les graines d’O. cumana. Les graines 

ont été préalablement désinfectées et conditionnées 7 jours à 25 °C dans le milieu 

d’incubation. Elles ont ensuite été traitées avec du rac-GR24 à 3 concentrations encadrant 

l’EC50 : 10-8, 10-9 et 10-10 M et des miPEP à 100 µM. Les pourcentages de protrusion des 

radicules et de reprise métabolique des graines ont été déterminés 56 h après traitement.  

En préambule, le premier criblage a consisté à tester les 42 miPEP seuls sur les graines d’O. 

cumana. Aucun ne stimule la germination de cette plante holoparasite. Vingt-neuf miPEP 

faisant partie de 13 familles induisent une inhibition significative de la germination des graines 

d’O. cumana lorsqu’ils sont utilisés en co-traitement avec le rac-GR24 (Figure 1.4). Ces 

miPEP sont liés aux familles de miARN suivants : miR156, miR159, miR160, miR164, miR166, 

miR167, miR169, miR171, miR172, miR319, miR393, miR395 et miR396. Parmi ces 29 

miPEP, 17 induisent uniquement une inhibition de la protrusion de la radicule, les graines ont 

repris métaboliquement mais leur radicule n’a pas protrudé. Ils font partie des 8 familles de 

miARN : miR156, miR160, miR167, miR169, miR171, miR172, miR393 et miR396. Ces miPEP 

agiraient donc à un stade différent des 12 autres miPEP inhibant à la fois la protrusion des 

radicules et la reprise métabolique. Ces miPEP agiraient après l’induction de la germination 

par le stimulant. Les 3 dernières familles de miPEP ne montrent pas d’effet phénotypique lors 

de la germination. Il s’agit des miPEP liés aux miR168, miR390 et miR394. Ces deux miARN 

ne semblent donc pas impliqués dans le processus de germination chez O. cumana.  
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 Les miPEP de P. ramosa 2.

Seize miPEP correspondant à 4 familles de miARN ont été identifiés à partir du génome de 

P. ramosa. Ils correspondent aux miPEP inhibiteurs de la germination d’O. cumana (Figure 

1.4) dont les gènes cibles des miARN associés sont fortement sur-exprimés lors de la 

germination d’O. cumana (Figure 1.3) mais aussi ceux dont les miARN sont impliqués dans la 

voie de signalisation des CKs (Curaba et al., 2014). Ils ont été testés sur des graines de P. 

ramosa préalablement désinfectées et conditionnées 7 jours à 21 °C dans le milieu 

d’incubation à l’obscurité. Elles ont ensuite été traitées avec du rac-GR24 à 3 concentrations 

encadrant l’EC50 : 10-9, 10-10 et 10-11 M et les miPEP à 100 µM. Les pourcentages de 

protrusion des radicules et de reprise métabolique des graines ont été déterminés 96 h après 

traitement.  

Les 16 miPEP appliqués seuls sur les graines de P. ramosa ne stimulent pas la germination. 

Parmi les 16 miPEP, 3 présentent un effet inhibiteur de la germination des graines de P. 

ramosa lorsqu’ils sont utilisés en co-traitement avec le rac-GR24 (Figure 1.5). Ces miPEP 

sont liés à la famille des miR172, miR319 et miR396. Le miPEP172b et le miPEP396b inhibent 

uniquement la protrusion de la radicule mais ne modifient pas le pourcentage de reprise 

métabolique. Le miPEP319a est quant à lui le miPEP induisant la plus forte inhibition de la 

protrusion de la radicule et de la reprise métabolique. Les miPEP liés à la famille des miR156 

n’ont pas d’effet sur le processus de germination de P. ramosa dans ces conditions de test.  
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 Effets phénotypiques des miPEP lors de C.

l’haustoriogenèse  

Comme pour le test de germination, le test d’haustoriogenèse nécessite de faibles 

concentrations en molécules inductrices de l’haustorium, les HIFs, afin de visualiser les effets 

potentiellement inhibiteurs des miPEP. Chez P. ramosa, les cytokinines agissent dans des 

fenêtres étroites de concentrations spécifiques à chacune d’elles. Les CKs n’ont pas d’effet 

haustoriogène si leur concentration est trop faible ou trop élevée (Figure 1.6, Goyet et al., 

2017). Il n’est pas à exclure que les miPEP agissent également selon une fenêtre précise de 

concentrations dans ce processus biologique. 

 

Figure 1.6 : Effet de traitements avec des cytokinines sur la formation des haustoriums.  

La stimulation est dépendante de la concentration en CKs. Chaque CK possède une fenêtre d’action qui 
lui est spécifique.  

 Les miPEP d’O. cumana 1.

Sept miPEP faisant partie de 2 familles ont été testés lors de l’haustoriogenèse chez O. 

cumana. Il s’agit de la famille des miR172 et celle des miR319. Ces deux familles de miARN 

ont été sélectionnées car des miPEP associés induisent une forte inhibition de la germination 

d’O. cumana (Figure 1.4). De plus, il a été montré que les miR319 et miR172 sont impliqués 

dans la régulation de la majorité des phytohormones dont les CKs (Figure 23, page 64 de 

l’introduction bibliographique, Curaba et al., 2014). Ils sont donc de bons candidats pour 

moduler le processus d’haustoriogenèse. Les graines ont été préalablement désinfectées et 

conditionnées 7 jours à 25 °C dans le milieu d’incubation. Elles ont ensuite été traitées par du 

rac-GR24 10-7 M et les miPEP à une gamme de concentrations allant de 10-9
 M à 10-4 M. Le 

pourcentage d’haustoriogenèse a été déterminé 10 jours après les traitements. 
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 Les miPEP de P. ramosa 2.

Parmi les 4 familles de miPEP identifiées chez P. ramosa, seulement 3 familles regroupant 

10 miPEP ont été testées lors de l’haustoriogenèse. Il s’agit des miPEP liés aux miR172, 

miR319 et miR396. Ils ont été sélectionnés car ces 3 familles sont celles parmi lesquelles se 

trouvent des miPEP présentant un effet inhibiteur de la germination de P. ramosa. De plus, les 

miARN de ces 3 familles sont liés à la voie de réponse aux CKs (Curaba et al., 2014). Six de 

ces 10 miPEP ont un effet inducteur de l’haustoriogenèse (Figure 1.9). Les miPEP319 n’ont 

pas d’effet inducteur de ce processus. Le miPEP396a induit la formation de l’haustorium avec 

un pourcentage maximal de 29,1 ± 10,1 % pour une concentration en miPEP de 100 µM. Les 

miPEP liés au miR172 présentent une large amplitude de réponse avec un effet inducteur 

supérieur à 50 % d’haustoriums formés pour 4 membres parmi les 6 testés. Le miPEP172g 

présente la plus forte induction avec un maximum de 91,6 ± 0,9 % à la concentration 

maximale en miPEP utilisée pour ce test, de 100 µM. L’activité haustoriogène du miPEP172g 

est similaire à celle des CKs chez P. ramosa et plus particulièrement à celle de la TDZ, la CK 

la plus active chez cet holoparasite (Goyet et al., 2017). 

 
Figure 1.9 : Pourcentage d’haustoriogenèse après un traitement avec des miPEP sur des graines 
germées de P. ramosa.  

Un traitement avec le DCL à 10-7 M permet de faire germer les graines d’orobanche. Le traitement avec 
les différents miPEP est effectué à 7 concentrations 4 jours après la stimulation de la germination. Le 
pourcentage d’haustoriums formés est déterminé 3 jours après traitement aux miPEP. Les moyennes et 
les erreurs standard sont issues de 6 réplicats biologiques. Une, deux et trois étoiles représentent 
respectivement des niveaux de significativité de p<0,05 ; p<0,01 et p<0,001 d’après un test de Tukey-
HSD. 
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Les 10 miPEP identifiés chez P. ramosa ont été utilisés en traitement couplé avec la c/tZ afin 

de visualiser l’effet potentiellement inhibiteur de la formation de l’haustorium de ces miPEP. 

Parmi ces miPEP, 4 induisent une inhibition de l’haustoriogenèse, 4 autres induisent une 

stimulation et 2 ne présentent pas d’effet sur ce processus biologique (Figure 1.10). Ces 

miPEP présentent un effet dose-réponse. Plus la concentration en CKs augmente et moins les 

miPEP qui stimulent l’haustoriogenèse n’ont d’effet et plus les miPEP qui l’inhibent ont de 

l’effet.  

Parmi les 4 miPEP inhibiteurs, les miPEP319a et miPEP396b induisent une inhibition totale de 

ce processus aux trois concentrations en c/tZ utilisées ; et les miPEP319b et 172b induisent 

une inhibition totale ou presque aux concentrations en c/tZ supérieures ou égales à 1.10-9 M 

(Figure 1.10).  

Les miPEP172a, c, d et e présentent un effet stimulateur de l’haustoriogenèse lorsqu’ils sont 

utilisés en co-traitement avec la c/tZ. L’effet le plus fort a été observé à une concentration en 
CK de 10-10 M et en miPEP de 100 µM (Figure 1.10 A). 

Les miPEP172g et miPEP396a n’induisent pas de modification significative du pourcentage 

d’haustoriums formés lorsqu’ils sont utilisés à 100 µM en co-traitement avec la c/tZ à 10-10, 10-9 

et 10-8 M (Figure 1.10). 
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IV. Discussion 

Les résultats des expérimentations réalisées dans ce chapitre ont permis d’identifier les 

gènes cibles de miARN différentiellement exprimés lors de la germination d’O. cumana tels 

que des SPLs, des MYBs, des ARFs, des HAMs, des TOEs, des TCPs, des FBs, un 

Galactose oxidase, des GRFs, des HBs, un PHY et un PHB, cibles de miR156, 159, 160, 

165/166, 167, 171, 172, 319, 393, 394 et 396 (Figure 1.3). Ils ont également permis de mettre 

en évidence l’action de miPEP sur des processus biologiques spécifiques aux plantes 

parasites induits par l’hôte : la germination et l’haustoriogenèse. Ces effets ont été montrés sur 

des graines d’O. cumana et de P. ramosa.  

L’expression de gènes cibles de miARN est modulée lors de la germination 

Les miARN sont impliqués dans une multitude de processus biologiques dont font partie 

l’imbibition et la germination des graines (Figure 1.11, Rodrigues and Miguel, 2017). Lors de 

ces processus, leurs niveaux d’expression peuvent être modulés par des facteurs 

environnementaux tels que la température (Huo et al., 2016), la sécheresse (Ferdous et al., 

2017) et les stress salins (Ding et al., 2009; Sun et al., 2015).  

 
Figure 1.11 : Les microARNs et leurs gènes cibles respectifs sont impliqués dans le 
développement et la germination des graines (Rodrigues and Miguel, 2017). 

Seules sont représentées les interactions entre les miARN et leurs gènes cibles dont la fonction dans le 
développement des graines a été validée par des expérimentations. Les lignes pleines terminées par 
une barre représentent une régulation post-transcriptionnelle active par dégradation de l’ARNm cible ou 
par inhibition de sa traduction. Les lignes en pointillé indiquent une diminution de l’efficacité de la 
régulation post-traductionnelle du gène cible. Les points d’interrogations représentent les gènes cibles 
de miARN pour lesquels la validation de l’interaction a été observée à une autre étape du 
développement de la graine.  
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Une étude réalisée sur le maïs a par exemple montré la régulation négative d’une grande 

quantité de miARN 24 h après imbibition des graines à température ambiante (Figure 1.1, Li 

et al., 2013). Une autre étude menée sur l’orge a, au contraire mis en évidence une 

surexpression des miARN 24 h après imbibition des graines (Figure 1.12, Bai et al., 2017). 

L’imbibition des graines d’orge n’a pas été réalisée à température ambiante mais à 4 °C. Cette 

dualité de réponse en fonction de la température a également été observée chez A. thaliana 

avec une majorité des miARN sur-exprimés à 4 °C mais sous-exprimés à température 

ambiante (Das et al., 2018). Ainsi, la température lors de l’imbibition des graines est un facteur 

influençant l’expression des miARN et donc des gènes cibles correspondants.  

 

 
Figure 1.12 : Détection des miARN par qRT-PCR en temps réel durant l’imbibition des graines 
d’orge (Bai et al., 2017).  

Les ARNs totaux ont été isolés à partir d’embryons de trois réplicats biologiques sur graines sèches et 
6, 12, 18 et 24 HAI (heures après imbibition) à 4 °C. Les niveaux d’expression des graines sèches ont 
été fixés à 1. 
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cumana met en évidence leur probable implication dans ce processus biologique (Figure 1.3). 

La surexpression de cette famille de gènes a déjà été mise en évidence lors de l’imbibition et 

de la germination des grains de maïs (Li et al., 2013). Des travaux ont montré l’implication des 

gènes MYBs dans la voie de signalisation de l’ABA (Reyes and Chua, 2007), une 

phytohormone inhibitrice de la germination et stimulatrice de la dormance des graines (Lechat 

et al., 2012; Shu et al., 2015, 2016). L’effet de ce miPEP lors de l’haustoriogenèse n’a pas été 

caractérisé car il présente le même profil de réponse que le miPEP319a chez O. cumana. De 

plus, le miR159 est impliqué dans les mêmes voies de signalisation que le miR319 via la 

régulation du gène MYB33. Le miR159 est également impliqué dans le développement floral 

(Achard et al., 2004), le contrôle de la mort cellulaire programmée (Martin et al., 2010a) et le 

développement de la racine primaire (Xue et al., 2017). Leur implication dans la dormance et 

la germination des graines a été mise en évidence chez A. thaliana (Reyes and Chua, 2007). 

Le miPEP associé à la famille du miR159 n’a pas été identifié chez P. ramosa.  

Les 5 miPEP160 identifiés chez O. cumana induisent une inhibition quasi-totale de la 

protrusion des radicules sans modifier le pourcentage de reprise métabolique des graines 

(Tableau 1.3). Les miARN correspondant à ces miPEP agiraient donc au niveau de la 

protrusion des radicules, après la perception des stimulants de germination et initiation de la 

reprise métabolique des graines. Leurs actions diffèrent de celles des miPEP156, miPEP159, 

miPEP164, miPEP165/166, miPEP169, miPEP172, miPEP319, miPEP393, miPEP395 et 

miPEP396 (Tableau 1.3) qui inhibent également la reprise métabolique des graines. Ces 

miPEP agiraient, contrairement aux miPEP160, au niveau de la perception des stimulants de 

germination ou dans la cascade de signalisation en amont de la reprise métabolique. Les 

miR160 ciblent des ARFs. L’analyse de l’expression relative de l’ARF16 lors de la germination 

d’O. cumana montre une forte induction de son expression (Figure 1.3). Les ARF10 et ARF16 

sont impliqués dans la régulation du développement de la coiffe racinaire en inhibant la 

division et stimulant la différentiation cellulaire chez A. thaliana (Wang et al., 2005). Une 

surexpression de ces ARFs induit une baisse de la sensibilité des plantes à l’auxine. Une 

surexpression des miR160 induit donc une hypersensibilité à l’auxine mais aussi à une 

hyposensibilité aux cytokinines chez le soja (Turner et al., 2013). L’ARF17 est également sur-

exprimé lors de la germination induite d’O. cumana (Figure 1.3). Ce gène est un inhibiteur du 

développement des racines latérales chez A. thaliana (Gutierrez et al., 2009). 

L’application de miPEP164 sur des graines stimulées au rac-GR24 induit une inhibition de la 

protrusion des radicules et de la reprise métabolique (Figure 1.4). Les gènes cibles du 

miR164 sont sur-exprimés chez O. cumana lors de la germination. Le miR164 serait donc 

potentiellement impliqué dans la germination des graines d’O. cumana. Ce miPEP n’a pas été 
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sélectionné pour caractériser son effet lors de l’haustoriogenèse. Le miPEP correspondant au 

miR164 n’a pas été identifié chez P. ramosa.  

Parmi les 5 miPEP identifiés chez O. cumana à partir des miR165/166, un seul montre un effet 

inhibiteur de la germination (Figure 1.4). Les gènes cibles des miR165/166 présentent une 

réponse antagoniste lors de la germination (Figure 1.3). En effet, le gène HB-15/8 est sur-

exprimé alors que le gène PHV est sous-exprimé. Le gène PHV stimule le SAM et donc le 

développement des méristèmes de tige (Prigge et al., 2005; Itoh et al., 2008; Zhou et al., 

2015). La germination n’implique pas le développement des tiges, la sous-expression du gène 

PHV lors de la germination est donc cohérente. Les gènes HB-15/8 sont par exemple sur-

exprimés lors de la formation de l’haustorium chez P. japonicum (Wakatake et al., 2018). La 

surexpression de ce gène lors de la germination, un processus biologique impliquant 

également le développement des racines, n’est donc pas surprenante.  

Les miPEP167 présentent le même profil de réponse phénotypique que les miPEP160 lors de 

la germination d’O. cumana en inhibant uniquement la protrusion de la radicule des graines 

(Figure 1.4). Les miR167 ciblent également des ARFs. Parmi les trois gènes cibles identifiés, 

un seul montre une augmentation de son expression relative lors de la germination d’O. 

cumana (Figure 1.3). Les gènes cibles des miR167 sont des ARF6 et 8 stimulant la formation 

de racines latérales ayant un effet opposé aux ARF10, 16 et 17, inhibiteur de ce processus 

chez A. thaliana (Gutierrez et al., 2009). 

Le miPEP168 n’induit pas de modification du processus de germination d’O. cumana. Les 

gènes cibles du miARN associé n’ont pas été identifiés chez O. cumana. Ce miARN cible 

AGO1 et est impliqué dans le développement de parties aériennes des plantes comme cela a 

été montré chez la tomate (Xian et al., 2014). Il ne serait donc probablement pas impliqué 

dans la germination des plantes holoparasites. 

Les miPEP169 induisent une inhibition de la protrusion des radicules et de la reprise 

métabolique chez O. cumana (Figure 1.4). Cependant, aucune modification significative de 

l’expression des gènes cibles des miR169 identifiés et étudiés n’est observée (Figure 1.4). 

Les miR169 ciblent des facteurs de transcription nucléaire, NF-YA, impliqués dans différents 

processus biologiques tels que la gamétogénèse, l’embryogénèse (Mu et al., 2013) et la 

tolérance à la sécheresse (Li et al., 2008; Zhang et al., 2011; Ni et al., 2013). Même si les 

miR169 sont conservés entre les espèces, leurs rôles semblent être espèce spécifiques. Les 

miR169 vont par exemple favoriser la tolérance vis-à-vis de la sécheresse chez Solanum 

lycopersicum alors qu’ils vont la diminuer chez A. thaliana (Kamthan et al., 2015). Une 

surexpression des miR169 induit un arrêt du développement des méristèmes chez Medicago 

truncatula (Combier et al., 2006), ce qui concorde avec l’effet inhibiteur de la germination des 
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graines d’O. cumana. Les analyses des expressions relatives des gènes sont effectuées à un 

temps donné, ici 48 h après traitement. L’absence de modification transcriptionnelle des gènes 

cibles de ces miARN à ce timing n’indique pas une absence totale de modification de leurs 

expressions lors de la germination. Il existe des mécanismes transcriptionnels de rétrocontrôle 

de l’expression des gènes pouvant s’être déroulés avant le timing d’analyse choisi.  

Trois miPEP171 ont été identifiés chez O. cumana. Deux d’entre eux sont inhibiteurs de la 

protrusion des radicules uniquement (Figure 1.4). Les trois gènes cibles des miR171 étudiés, 

HAMa, HAMb et HAMc sont sur-exprimés lors de la germination d’O. cumana (Figure 1.3). 

Ces gènes sont impliqués dans le développement de l’embryon et dans la régulation des 

méristèmes apicaux de tige. Il a été montré que les miR171 sont exprimés dans les cellules de 

surface de l’embryon et dans les méristèmes apicaux de tige d’A. thaliana (Takanashi et al., 

2018). Les résultats présentés dans ce chapitre mettent en évidence l’implication des miR171 

dans la germination de cette plante holoparasite.  

Les miPEP172 présentent des effets différents allant de l’inhibition de la protrusion de la 

radicule seule ou avec inhibition de la reprise métabolique ; jusqu’à l’absence d’effet sur les 

graines d’O. cumana, comme cela a été visualisé avec les miPEP156. Un seul miPEP172 de 

P. ramosa induit une inhibition de la protrusion des radicules de cette plante parasite. Les 

gènes TOE, cibles des miR172, sont sur-exprimés de manière exponentielle lors de la 

germination d’O. cumana (Figure 1.3). Le gène TOEb présente la plus grande surexpression 

allant jusqu’à plus de 360 fois lors de la germination d’O. cumana. La modification de 

l’expression des gènes cibles des miR172 concorde avec l’effet phénotypique de ces miPEP 

observé lors de la germination des graines d’O. cumana. De plus, les miR172 ont été montrés 

comme impliqués dans l’induction florale (Yu et al., 2012) et dans le développement des 

graines (Martin et al., 2010a). Les miR172 seraient donc impliqués dans le processus de 

germination des graines d’O. cumana. Ces miPEP ont ensuite été testés sur le mécanisme 

d’haustoriogenèse d’O. cumana et de P. ramosa (Tableau 1.3). Cette famille de miPEP est 

celle présentant l’effet inducteur de l’haustoriogenèse le plus fort parmi l’ensemble des miPEP 

testés chez O. cumana (Figure 1.7) et P. ramosa (Figure 1.9). L’utilisation de ces miPEP en 

co-traitement avec des cytokinines induit une inhibition de l’haustoriogenèse aux 

concentrations les plus fortes en cytokinines chez O. cumana (Figure 1.8) alors que le 

miPEP172b présente un effet inducteur lorsqu’il est utilisé seul (Figure 1.7). L’ajout de CKs 

supplémentaires à une concentration en miPEP déjà élevée pourrait induire une sortie de la 

gamme de concentration de miPEP inductrice de l’haustoriogenèse. Cette gamme de 

concentration précise, nécessaire à l’effet inducteur de l’haustoriogenèse, a été montrée pour 

les CKs (Goyet et al., 2017) et pourrait expliquer cette dualité de réponse des miPEP. Le 

miPEP172b stimule l’haustoriogenèse à une faible concentration en CKs. Chez P. ramosa, 
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seul un miPEP172 inhibe la formation de l’haustorium (Figure 1.10). Les autres stimulent 

l’haustoriogenèse lorsqu’ils sont utilisés en co-traitement avec les CKs.  

Deux miPEP associés à la famille des miR319 ont été identifiés chez O. cumana et P. ramosa. 

Dans ce chapitre, nous avons montré que le miPEP319a d’O. cumana inhibe totalement la 

reprise métabolique des graines à de faibles concentrations en rac-GR24 alors que le 

miPEP319b ne présente pas d’effet significatif lors de la germination (Figure 1.4). Le 

miPEP319b d’O. cumana induit la formation des haustoriums lorsqu’il est appliqué seul 

(Figure 1.7). Les miPEP319a et miPEP319b d’O. cumana inhibent totalement 

l’haustoriogenèse lorsqu’ils sont utilisés en co-traitement avec une cytokinine, la c/tZ, 

inductrice de ce processus en condition contrôle (Figure 1.8). Le même profil de réponses est 

observé avec les miPEP319 de P. ramosa présentant un effet inhibiteur total de la protrusion 

et de la reprise métabolique pour le miPEP319a et une absence d’effet pour le miPEP319b 

aux différentes concentrations testées (Figure 1.5). Les miPEP319 de P. ramosa n’induisent 

pas la formation des haustoriums et inhibent totalement la formation des haustoriums lorsqu’ils 

sont utilisés en co-traitement avec la c/tZ (Figure1.10). Les miR319 sont impliqués dans la 

régulation des voies de signalisation de la majorité des phytohormones (Figure 23, Curaba et 

al., 2014; Bai et al., 2017) et sont donc impliqués dans une multitude de processus 

biologiques. Le rôle des miR319 dans la régulation de la dormance et de la germination a été 

montré sur des graines d’A. thaliana (Reyes and Chua, 2007; Li et al., 2013). Les résultats 

présentés dans ce chapitre montrent l’implication des miR319 dans la germination et 

l’haustoriogenèse des plantes holoparasites, O. cumana et P. ramosa. Les analyses 

moléculaires réalisées ont mis en évidence la surexpression d’un des deux TCPs identifiés 

comme gène cible des miR319 chez O. cumana, lors de la germination (Figure 1.3). Une 

modification de l’expression de ces gènes va induire une modification de plusieurs cascades 

de régulation. En effet, les TCPs stimulent l’expression des MIR164 impliqués notamment 

dans la régulation de la prolifération cellulaire, de la floraison et du développement des racines 

latérales (Figure 28). Les analyses moléculaires effectuées ont également mis en évidence 

une surexpression d’un gène MYB33, un autre gène cible des miR319, lors de la germination 

d’O. cumana (Figure 1.3). L’ensemble de ces résultats d’analyse d’expression de gènes 

confirment l’implication des miR319 dans le processus de germination des graines d’O. 

cumana. 

Le miPEP390 n’induit pas de modification du processus de germination d’O. cumana. Les 

gènes cibles du miARN associé n’ont pas été identifiés chez O. cumana. Ce miARN cible des 

ARNs non codants, TAS3 (Axtell et al., 2006) ciblant eux-mêmes les ARF3 et 4 (Allen et al., 

2005). Le miR390 est impliqué dans la régulation du développement des parties aériennes. Ce 
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miARN ne serait donc probablement pas impliqué dans la germination des plantes 

holoparasites. 

Un membre de la famille des miPEP393 inhibe lui aussi la protrusion de la radicule et la 

reprise métabolique des graines d’O. cumana à de faibles concentrations en rac-GR24 

(Figure 1.4). Les miR393 sont notamment impliqués dans la signalisation auxinique (Navarro 

et al., 2006), dans la régulation de la mycorhization (Etemadi et al., 2014) et dans la 

croissance racinaire (Bian et al., 2012). Les deux gènes cibles de ces miARN sont sur-

exprimés lors de la germination d’O. cumana (Figure 1.3). Ces miARN semblent donc 

impliqués dans la germination de cette plantes holoparasite. L’ajout des miPEP 

correspondants inhiberait cette surexpression et induirait une inhibition de la germination, ce 

qui a été observé lors de ces expérimentations (Tableau 1.2). L’action de ces miPEP n’a pas 

été caractérisée lors de l’haustoriogenèse des graines d’O. cumana au vu du grand nombre de 

miPEP identifiés chez cette dernière, de la complexité et du temps de réalisation des tests 

d’haustoriogenèse. Le choix s’est orienté vers l’analyse des miPEP319, présentant le même 

profil de réponse phénotypique que les miPEP393, et dont les miARN sont liés à la majorité 

des phytohormones (Figure 23). Les miPEP associés à la famille des miR393 n’ont pas été 

identifiés chez P. ramosa, le génome ayant été séquencé de manière plus tardive, 

l’identification des miPEP a été restreinte à ceux présentant le plus grand intérêt au vu des 

résultats obtenus chez O. cumana.  

L’application du miPEP394 sur des graines d’O. cumana stimulées au rac-GR24 n’induit pas 

de modifications significatives de la germination (Figure 1.4). Une augmentation de 

l’expression relative du gène Galactose oxidase est observée lors de la germination de cette 

plante parasite. Cette surexpression reste cependant à la limite du seuil de significativité avec 

une expression relative à 2,06 avec un seuil à 2. Les gènes cibles LCR, majoritaires des 

miR394 n’ont pas été identifiés chez O. cumana. Ce miARN ne semble pas être impliqué de 

façon majoritaire dans le processus de germination.  

Le miPEP395 est inhibiteur de la protrusion de la radicule des graines d’O. cumana mais aussi 

de la reprise métabolique (Figure 1.4). Cette famille de miARN cible des APS et SULTR 

impliqués dans l’assimilation et le transport du sulfate (Kim et al., 2010). Ces gènes n’ont pas 

été identifiés chez O. cumana. Des travaux ont montré l’implication des miR395 dans la 

germination en conditions de stress abiotiques chez A. thaliana (Kim et al., 2010).  

Les miPEP396 inhibent la protrusion des radicules et/ou la reprise métabolique d’O. cumana 

(Figure 1.4). Deux miPEP396 ont été identifiés chez P. ramosa. Un seul montre un effet 

inhibiteur de la germination de cette plante holoparasite (Figure 1.5). L’application du 

miPEP396a de P. ramosa sur des graines prégermées induit la formation d’haustoriums 
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lorsqu’il est appliqué seul (Figure 1.9). Les deux miPEP396 de P. ramosa inhibent la formation 

d’haustoriums lorsqu’ils sont appliqués en co-traitement avec des CKs (Figure 1.10). Les 

gènes cibles des miR396 présentent une réponse antagoniste lors de la germination des 

graines d’O. cumana (Figure 1.3). Deux GRFs sont sous-exprimés et deux autres sont sur-

exprimé. Les GRFs stimulent la prolifération cellulaire et régulent ainsi la taille des méristèmes 

(Rodriguez et al., 2010). Les résultats de l’effet des miPEP396 lors de la germination et de 

l’haustoriogénèse concordent avec une inhibition des GRFs, stimulateurs de la prolifération 

cellulaire et donc du développement. 

L’ensemble de ces données démontrent l’implication des miR156, miR159, miR160, 

miR165/166, miR167, miR171, miR172, miR319, miR393 et miR396 dans les mécanismes de 

germination et d’haustoriogenèse des plantes holoparasites (Tableau 1.5). 

Tableau 1.5 : Tableau récapitulatif des modifications de l’expression relative de gènes cibles de 
miARN à la suite d’un traitement au rac-GR24 lors de la germination d’O. cumana ; et de l’effet 
phénotypique des miPEP d’O. cumana et de P. ramosa lors de la germination et de 
l’haustoriogenèse.  
Les effets stimulants sont représentés par un ‘+’ et les effets inhibiteurs par un ‘-‘. Les ‘+ et –‘ 
représentent un effet stimulant ou inhibiteur selon le gène cible étudié ou selon le miPEP utilisé, associé 
à une même famille de miARN. Les ‘Ø’ représentent une absence de modification. Les cases grisées 
représentent une absence de résultats découlant de l’absence de tests pour ces conditions.  

  

Expression 
relative des 

gènes cibles lors 
de la germination 

d'O. cumana 

Protrusion des 
radicules  

Reprise 
métabolique des 

graines 
Haustoriogenèse 

miPEP  
d'O. 

cumana 

miPEP    
de P. 

ramosa 

miPEP  
d'O. 

cumana 

miPEP    
de P. 

ramosa 

miPEP  
d'O. 

cumana 

miPEP    
de P. 

ramosa 

miR156 + - Ø - Ø     

miR159 + -   -       

miR160 + -   Ø       

miR164 + -   -       

miR165/166 + et - -   -       

miR167 + -   Ø       

miR168   Ø   Ø       

miR169 Ø -   -       

miR171 + -   Ø       

miR172 + - - - Ø + et - + et - 

miR319 + - - - - + et - - 

miR390   Ø   Ø       

miR393 + -   -       

miR394 + Ø   Ø       

miR395   -   -       

miR396 + et - - - - Ø   + et - 
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Les miARN font partie d’un réseau d’interactions complexes de régulation de l’expression de 

gènes cibles primaires, majoritairement des facteurs de transcription, régulant à leur tour 

l’expression de gènes secondaires. Les miARN régulent également l’expression d’autres 

gènes MIR et donc la cascade de régulation correspondant aux miARN associés. De plus, il 

existe des boucles de rétrocontrôle de l’expression des gènes MIR modifiant donc leurs 

propres expressions et celles de leurs gènes cibles. Il est par conséquent difficile de prédire et 

d’identifier avec certitude l’effet des miPEP dans les mécanismes de régulation moléculaires.  

Une caractérisation plus fine des effets phénotypiques et moléculaires de quelques miPEP a 

été réalisée afin de déterminer plus précisément l’effet de ces miPEP lors de la germination et 

de l’haustoriogenèse de O. cumana et de P. ramosa. Les résultats de cette caractérisation 

sont présentés dans le chapitre 2. 
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Chapitre 2 : Les miPEP peuvent modifier les 
étapes clés du développement des orobanches et 

leur capacité d’infestation 

I. Introduction 

Les criblages des effets des miPEP identifiés chez O. cumana et P. ramosa lors des 

processus de germination et d’haustoriogenèse, présentés dans le chapitre 1, a permis 

d’identifier les familles de miPEP présentant des effets majeurs sur ces deux processus 

biologiques. Ces criblages ont été réalisés avec une concentration en miPEP de 100 µM 

couplés à trois concentrations en stimulant de germination ou d’haustoriogenèse. Afin de 

caractériser de manière plus fine l’effet de certains miPEP lors de ces deux processus 

biologiques, une gamme de concentrations plus grande a été utilisée en miPEP de 10-9 à 10-4 

M, et en stimulant de germination allant de 10-12 à 10-7 M, ou d’haustoriogenèse allant de 5.10-

9 à 5.10-8 M pour O. cumana et allant de 10-10 à 10-8 M pour P. ramosa.  

La famille des miPEP319 a été sélectionnée afin de réaliser une caractérisation plus précise 

de leurs effets car un des deux membres de cette famille, le miPEP319a, présente l’effet 

inhibiteur de la germination le plus fort alors que le miPEP319b, n’induit pas de modification 

significative de ce processus biologique chez O. cumana (Figure 24, page 66 de l’introduction 

bibliographique) et chez P. ramosa (Figure 25, page 67 de l’introduction bibliographique). 

D’autre part, les deux membres de cette famille de miPEP induisent une inhibition de 

l’haustoriogenèse lorsqu’ils sont utilisés en co-traitement avec la cytokinine c/tZ aux trois 

concentrations testées chez O. cumana (Figure 26, page 68 de l’introduction bibliographique) 

et aux deux concentrations les plus fortes appliquées chez P. ramosa (Figure 29, page 72 de 

l’introduction bibliographique). Inversement, seul un des deux miPEP présente un faible effet 

inducteur de l’haustoriogenèse, inférieur à 20 %, chez O. cumana (Figure 26, page 68 de 

l’introduction bibliographique), alors que les miPEP319 de P. ramosa n’induisent pas la 

formation des haustoriums (Figure 28, page 71 de l’introduction bibliographique). Ces 

résultats et l’implication des miR319 dans les voies de régulation des principales 

phytohormones végétales telles que l’ABA, les CKs, le GA, l’éthylène et l’auxine (Figure 23, 

page 64 de l’introduction bibliographique, Curaba et al., 2014) m’ont amenée à sélectionner 

cette famille de miPEP pour effectuer des tests plus approfondis. Ainsi, une caractérisation 

plus fine de leurs effets physiologiques et moléculaires lors de la germination et de 

l’haustoriogenèse a été réalisée chez les deux espèces. En complément, l’effet des miPEP319 

d’O. cumana sur l’infestation des tournesols a été analysé. 
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Les familles de miPEP156, 159, 164 et 172 issus du génome d’O. cumana ont également été 

étudiées plus en détail afin de caractériser leurs effets phénotypiques et moléculaires lors du 

processus de germination de cette espèce parasite. Les trois familles de miARN associés 

présentent un lien avec les miR319 précédemment sélectionnés. En effet, le miR159 possède 

deux gènes cibles en commun avec les miR319 (Figure 1.2, page 91 du chapitre 1), le 

miR164 est une cible indirecte des miR319 via les TCPs (Figure 28, page 71 de l’introduction 

bibliographique) et les miR156 participent indirectement à la régulation de l’expression des 

TCPs par le biais de la dimérisation de leurs cibles, les SPLs avec ces TCPs, rendant ces 

deux familles de facteurs de transcriptions inactifs (Rodriguez et al., 2016). De plus, certains 

miPEP156 induisent une inhibition de la germination (Figure 1.4, page 100 du chapitre 1). Les 

miR156 ont été montrés comme impliqués dans la régulation de la dormance des graines (Huo 

et al., 2016) mais aussi dans l’imbibition et la germination (Li et al., 2013). Trois miPEP156 ont 

été sélectionnés parmi les 6 miPEP d’O. cumana regroupant deux miPEP avec un effet 

inhibiteur de la protrusion des radicules (miPEP156d et miPEP156f) et un n’ayant pas induit 

d’effet (miPEP156e) lors du criblage réalisé sur la germination (Figure 1.4, page 100 du 

chapitre 1). Le miR159 a été sélectionné car en plus de posséder des gènes cibles en 

commun avec les miR319, le miPEP159 associé induit une inhibition totale de la germination à 

100 µM quelle que soit la concentration en rac-GR24 utilisée. Le miPEP164 induit lui aussi une 

inhibition totale de la germination. Les miPEP172a, miPEP172b et miPEP172c ont montré un 

effet inhibiteur de la germination lors du criblage. Les miR172 sont impliqués dans la 

régulation de la dormance et de la germination des graines (Wu et al., 2009), ainsi que dans la 

voie de réponse aux CKs (Curaba et al., 2014). Les miPEP172a, miPEP172b et miPEP172c 

ont ainsi été sélectionnés pour des analyses plus poussées. Le miPEP172d a également été 

sélectionné pour visualiser la différence au niveau de l’expression des gènes cibles entre un 

miPEP inhibant la germination et un miPEP sans effet sur ce processus biologique. 

Les miPEP156, miPEP159 et miPEP164 n’ont pas été sélectionnés pour caractériser plus 

finement leurs effets sur la formation des haustoriums car le test d’haustoriogénèse a été mis 

au point chez O. cumana au cours de ces travaux de thèse alors qu’ils étaient déjà au point 

chez P. ramosa. De plus, ces tests sont complexes à mettre en œuvre et très chronophages. 

Le choix des miPEP s’est porté principalement sur ceux dont un lien avait déjà été mis en 

évidence avec la voie de réponse aux CKs, ce qui n’est pas le cas de ces trois familles de 

miARN.  

Les criblages réalisés lors du processus d’haustoriogenèse ont permis de mettre en évidence 

l’effet inhibiteur des miPEP172a, c et d d’O. cumana (Figure 1.8, page 106 du chapitre 1) ainsi 

que du miPEP172b de P. ramosa (Figure 1.10, page 108 du chapitre 1). Ils ont également 

permis la mise en évidence de l’effet inducteur de la formation des haustoriums des 
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miPEP172a et b d’O. cumana (Figure 1.7, page 105 du chapitre 1) et des miPEP172a, b, c, d, 

e et g de P. ramosa (Figure 1.9, page 107 du chapitre 1), ainsi que l’absence d’effet du 

miPEP172e d’O. cumana (Figure 1.8, page 106 du chapitre 1). Le miPEP172b de P. ramosa 

présente ainsi à la fois un effet inhibiteur et un effet inducteur. Cette dualité d’activité des 

miPEP est similaire à celle des cytokinines qui peuvent être inductrices ou inhibitrices de la 

formation de l’haustorium chez P. ramosa selon les concentrations appliquées (Goyet et al., 

2017). Une caractérisation plus précise de l’effet phénotypique et moléculaire de ces miPEP 

lors de l’haustoriogenèse a donc été réalisée afin de mieux comprendre ces mécanismes. Les 

miPEP396a et miPEP396b de P. ramosa présentant respectivement des effets stimulateur et 

inhibiteur sur la formation de l’haustorium (Figure 1.16, page 106 du chapitre 1) ont fait l’objet 

d’une étude plus approfondie sur leur effet phénotypique lors de ce processus biologique.  

II. Matériels et méthodes 

 Matériel végétal A.

Deux lots de graines d’O. cumana sont utilisés pour ces études. Le lot Oc49 a été récolté 

en Vendée en 2017 sur une parcelle de tournesol (Helianthus annuus L.). Le lot OcIN23 a été 

fourni par le LIPM et est issu d’une multiplication réalisée en 2018 des graines récoltées à 

Moulis, en Gironde en 2017. Ce lot a servi au séquençage du génome d’O. cumana dans le 

cadre du projet HeliOr (2017). 

Les graines de tournesol (Helianthus annuus), accession 2603, fournies par le LIPM 

correspondent à un cultivar sensible à O. cumana (Labrousse et al., 2001) . 

 Désinfection des graines B.

Le protocole de désinfection des graines d’O. cumana et de P. ramosa est présenté dans 

la section « Matériels et méthodes » du chapitre 1.  

Les graines de tournesols sont désinfectées par un bain de 7 minutes sous agitation dans de 

l’hypochlorite de sodium 2,4 % suivi par trois rinçages de 30 secondes et 3 rinçages de 5 

minutes avec de l’eau distillée stérile. 

 Production d’exsudats de tournesol C.

Des graines de tournesols préalablement désinfectées sont placées dans un système de 

culture sur support inerte à raison d’une graine par pot. Le système de culture est composé de 

deux pots en plastique opaque Nicot de 700 mL (Nicotplast, Maisod, France) superposés. Le 
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 Tests de germination  D.

Les tests de germinations sont réalisés selon le protocole détaillé dans la section 

« Matériels et méthode » du chapitre 1 avec des concentrations en stimulant de germination 

allant de 10-12 à 10-7 M et des concentrations en miPEP allant de 10-4 à 10-6 M. 

Les graines de tournesols préalablement désinfectées sont placées sur un papier filtre 

circulaire de 13 cm de diamètre (Macherey-Nagel, Hoerdt, France) dans une boite de Petri 

stérile circulaire (150×15 mm, Dominique Dutscher, Brumath, France) et recouverte par un 

demi-papier filtre. Treize mL d’eau distillée stérile sont ajoutés dans les boîtes, ensuite placées 

à 21 °C constants à la verticale avec une photopériode de 16 h jour/ 8 h nuit.  

 Tests d’haustoriogenèse et suivi d’expression de gènes E.

Le protocole utilisé pour les tests d’haustoriogenèse est le même que celui décrit dans la 

section « Matériels et méthodes » du chapitre 1. 

Les analyses de suivi d’expression des gènes cibles des miARN lors de l’haustoriogénèse 

sont effectuées par qRT-PCR à partir d’ARNs extraits de 7 mg de graines traitées dans des 

plaques 24 puits stériles (Thermo Fisher Scientific, Waltham, États-Unis). Les graines 

désinfectées, conditionnées et prétraitées avec du DCL à 10-7 M comme décrit dans la section 

« Matériels et méthodes » du chapitre 1, sont placées dans une solution d’HEPES 0,5 mM, pH 

7,5 et PPM 0,05 % à une concentration de 15 mg par mL. Dans chaque puits sont placés 500 

µL de milieu d’incubation contenant les graines dont la germination a déjà été induite par le 

DCL pour O. cumana et le GR24 pour P. ramosa, et les molécules à tester. Deux puits par 

réplicat biologique sont utilisés pour chaque condition puis mélangés avant récolte afin 

d’obtenir une quantité de graines suffisante pour réaliser l’extraction des ARNs. Pour chaque 

traitement sont effectués trois réplicats biologiques. Une fois les contenus des deux puits 

mélangés, 40 µL de graines sont prélevés et placés dans une plaque 96 puits en deux 

réplicats servant de contrôle phénotypique des différents traitements. Les 960 µL de graines 

restantes sont ensuite récupérés aux temps souhaités grâce à un tamis de 100 µm puis 

séchés avec du papier absorbant, congelés dans de l’azote liquide et stockées à -80 °C.  
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Les minirhizotrons sont recouverts d’aluminium afin de maintenir les racines à l’obscurité, et 

placés en chambre de culture à 21 °C constants avec une photopériode de 16 h jour / 8 h nuit. 

Après deux jours de culture, les racines sont infestées avec les graines d’O. cumana du lot 

Oc49, préalablement désinfectées et conditionnées 8 jours. Les graines seules ou en 

présence de miPEP à une concentration de 1 µM finale sont déposées sur la totalité de la 

surface des papiers filtres. Les témoins négatifs de l’infestation correspondent aux 

minirhizotrons pour lesquels seul du milieu d’incubation composé d’HEPES 0,5 mM à pH 7,5 

et du PPM à 0,05 % est ajouté sur le papier filtre. Afin de vérifier l’absence d’effet des miPEP 

d’O. cumana sur la croissance des tournesols, une solution composée de milieu d’incubation 

comme décrit précédemment et de miPEP à 1 µM est ajoutée sans graine d’orobanche. Les 

minirhizotrons sont arrosés deux fois par semaine avec la solution d’arrosage seule ou avec la 

solution d’arrosage contenant les miPEP. Les minirhizotrons sont arrosés avec 10 mL de 

solution d’arrosage contenant les miPEP à 1 µM ou avec la solution d’arrosage seule. Un 

complément est effectué après 7 h avec la solution d’arrosage seule si nécessaire. Le nombre 

d’accrochages formés par minirhizotron et la taille des tournesols sont déterminés après 5 
semaines de co-culture (Figure 2.2). 
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 PCR quantitative en temps réel H.

Le protocole d’extraction des ARNs est le même que celui utilisé dans le chapitre 1 (voir 

section « Matériels et méthode » du chapitre 1). Les ADNc sont synthétisés à partir de 400 ng 

d’ARN pour l’analyse de l’expression des gènes cibles des miARN et à partir d’1 µg pour 

l’analyse de l’expression des précurseurs des miARN. Le kit de RT-PCR utilisé est le kit 

qScript cDNA Flex Synthesis (Quanta BioSciences Inc., Gaithersburg, Etats-Unis). Ce kit 

utilise des amorces oligo dT permettant une reverse transcription des ARNs possédant une 

queue PolyA en ADNc. Les ADNc sont conservés à -20 °C. Les PCR quantitatives sont 

réalisées selon le protocole détaillé dans le chapitre 1 (« Matériels et méthodes »). Les 

amorces utilisées dans ce chapitre sont référencées dans le tableau 2.3. 
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Tableau 2.3 : Liste des couples d’amorces utilisés pour les qRT-PCR dans ce chapitre. 

Les amorces dont le nom contient « Pr » sont spécifiques au génome de P. ramosa et celles dont le 
nom contient « Oc » sont spécifiques au génome d’O. cumana.  

 

  

miARN Gène Nom Séquence
Taille 

amorce

Pr-UBI10mRNA-Fwd TGG TAA GCA ATT GGA AGA TGG A 22

Pr-UBI10mRNA-Rev AAA ACA GAA GCA AAG ACA CAG CAT 24

ARR5-F TCC TTT ATC GGT GTC GGT ATC C 22

ARR5-R GGC GGC AGC ACC ATA GG 17

TORNADO2-F AAC GAT GCA GCA GAC ATG GA 20

TORNADO2-R GCA GGA ATA GCA GAG TTG TGT TTG 24

PrGIS3-F ACG CAC ACA AGA AGG AGA GAC A 22

PrGIS3-R TTC GGC TAG CCT GAA TTT GC 20

QPrTarget7bis_Fwd GAG CTA GCA AAA TCT TCG GGT TT 23

QPrTarget7bis_Rev ACT CGT CGA CCG GAA AGA ACT 20

QPrTarget9_Fwd AGG CGT TCC TTT GCC TCT ATT 21

QPrTarget9_Rev TGC TGC AGA CGA AGA AGA CAA 21

PrT28bis_Fwd AAC CCC TCC AAC CGA ACA C 19

PrT28bis_Rev AAC CTC TTC CAA CAG CCC ACT A 22

PrT29bis_Fwd TCC AGG GAT CAG TGG TCT TTT AGA 24

PrT29bis_Rev TAT CTC CAT GGC TGC TGA AAT TAG 24

PrT39_Fwd CTA AGT GGA CAG CAG TCA ATG CA 23

PrT39_Rev ACG TTG GAT TTC TTG GAA GTT ACC 24

PrT40_Fwd GGA AAA TTT GTT TTC CCC CTA 21

PrT40_Rev GCT AGA ATG TCA TTA TCC TTG CAT 24

PrT41_Fwd ATC GTC GCG TGT GCA AAA T 19

PrT41_Rev TGA AAA CCT CGG AAG TGG AGT T 22

PrT53_Fwd CAA TCA CGA GCT CAT GCA CAA 21

PrT53_Rev CGA CGT CCA GCT GTC GAA T 19

PrT61_Fwd GAG AAT TCA AAG GCG CAA TCA 21

PrT61_Rev ATT GAC GCC AGA AAC CAC TGA 21

PrT62_Fwd TGG CCA TCA GCA AAT GTT GA 20

PrT62_Rev AAA GCC ACT CGA TGT TTG ATG A 22

PrT64_Fwd CCA CTA GCT GAG GCT TTG AGA TC 23

PrT64_Rev CAC ATG GCA GTC GAT AAA GCA 21

PrT65_Fwd TCA CCA TCA GAA GAA GCT TCG A 22

PrT65_Rev CCC ATT CCA TCC TAT CAT GTG TT 23

PrT66_Fwd AGT ATT TGG TGG CTG GTT TAC CA 23

PrT66_Rev GGC CGA AAG AGC TTC AAA ACT 21

Oc_319abis_Fwd CAT TCA TTC AAG CAC TCA GTA GAA TAC 27

Oc_319abis_Rev CAG ACA GAG AGG GAA GAA ACT ATC T 25

PrZFP6

PrARR5

PrUBI10

PrTORNADO2

miR319

PrTOEa

PrTOEd

PrMYB33a

PrMYB33b

PrSPLd

PrSPLe

PrSPLf

PrTCP3

miR172

miR159 
miR319

miR156

miR319

Ocpre-miR319

miR396

PrGRFa

PrGRFb

PrGRFd

PrGRFe

PrGRFg
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 Analyses statistiques I.

Les analyses statistiques des données sont effectuées à l’aide du logiciel R (www.r-

project.org). Elles ont été réalisées à partir d’une analyse de la variance et de tests à 

intervalles multiples de confiance.  

Les données de pourcentage d’induction ou de stimulation de la germination ou de 

l’haustoriogenèse ont été soumises à une analyse de comparaison par paire (Tukey-HSD) 

avec des intervalles de confiance de 99,9, 99 et 95 %. Les moyennes sont des valeurs ± SE 

avec n = 3 pour les tests de germination et n = 6 pour les tests d’haustoriogenèse. 

Les données d’expression de gène ont été soumises à une analyse des variances (ANOVA) 

avec un intervalle de confiance de 95 %. Les moyennes sont des valeurs ± SE (n=3). 

 

III. Résultats 

 Les miPEP319 d’O. cumana A.

Les résultats de la caractérisation plus fine de l’effet phénotypique et moléculaire des 

miPEP319 lors de la germination et de l’haustoriogenèse d’O. cumana sont présentés dans 

cette partie. La spécificité d’action des miPEP319 sur l’expression des miR319 est vérifiée par 

analyse de l’expression des gènes cibles des miR319. L’analyse de l’expression des gènes 

cibles du miR159 à la suite d’un traitement avec les miPEP319 lors de la germination est 

réalisée car le miR159 présente une forte homologie de séquence avec les miR319 (Li et al., 

2013). Il est donc intéressant de regarder l’impact du traitement avec les miPEP319 sur 

l’expression des gènes cibles du miR159.  

Les résultats de la caractérisation de l’effet des miPEP319 ont été obtenus lors de tests 

réalisés avec ou sans stimulants de germination en absence de la plante hôte. Afin de 

caractériser l’effet des miPEP319 sur le patho-système, une co-culture de tournesol et 

d’orobanche a été effectuée avec ou sans miPEP. L’absence d’effet néfaste de ces miPEP sur 

le développement de la plante hôte a été vérifiée grâce à une culture de tournesols témoins 

sans orobanche, traités avec les miPEP. 
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Un suivi des niveaux d’expression relative des 4 gènes cibles des miR319 a été effectué lors 

d’une cinétique de germination en condition témoin, traitement rac-GR24 seul, et à la suite 

d’un traitement avec le rac-GR24 et le miPEP319a permettant de visualiser les effets précoces 

de ces traitements. Le suivi de l’expression de ces 4 gènes cibles lors d’une cinétique de 

germination n’a pas été effectué à la suite d’un traitement avec le miPEP319b car cette 

approche est fortement consommatrice de matériel biologique. Il m’a donc fallu restreindre le 

nombre de conditions à tester. Le choix s’est porté sur le miPEP319a présentant un effet 

fortement inhibiteur de la germination. Le miPEP166c a été utilisé comme témoin négatif de 

traitement par un peptide afin de valider la spécificité des miPEP319 sur l’expression des 

gènes cibles de leurs miARN associés. En effet, le miPEP166c n’agit pas de manière directe 

sur l’expression des gènes cibles de miR319 et n’induit pas de modification phénotypique lors 

de la germination des graines d’O. cumana (Figure 1.4, page 100 du chapitre 1). De plus, les 

miR165/166 ne sont pas directement liés à la cascade de régulation des miR319.  

Les analyses effectuées confirment les résultats obtenus précédemment avec un effet 

stimulant du rac-GR24 sur l’expression des gènes MYB33 et du TCP3 ainsi qu’une absence 

d’effet pour le gène TCP2 48 h après traitement. En revanche, ces tests mettent en évidence 

l’effet plus précoce du rac-GR24 sur l’expression du gène TCP2 avec une augmentation de 

son expression la plus importante 12 h après traitement (Figure 2.10C). L’ajout du 

miPEP319a induit une baisse significative de l’expression des 4 gènes étudiés pour la majorité 

des points de la cinétique de germination en comparaison avec le traitement rac-GR24 seul 

(Figure 2.10). L’ajout de ce miPEP permet donc d’inhiber la surexpression induite par l’ajout 

de rac-GR24 lors de la germination des graines d’O. cumana.  

Le miPEP166c n’induit pas de modification de l’expression des gènes MYB33a (Figure 

2.10A), TCP2 (Figure 2.10C) et TCP3 (Figure 2.10D) avant 24 h. Les modifications 

d’expressions induites par ce miPEP 24 h après traitement ainsi que les faibles modifications 

d’expression du gène TCP2 pourraient être causées par des régulations indirectes pouvant 

impacter d’autres cascades de régulation d’autres miARN (Figure 2.10C). 

  

















Chapitre 2 

149 
 

Effet sur l’expression de gènes cibles des miARN correspondants 

Afin de confirmer la spécificité d’action des miPEP de P. ramosa, une analyse de 

l’expression relative de gènes cibles des miR319 et miR396, de gènes marqueurs de 

l’haustoriogenèse ainsi que de gènes en lien avec les voies de réponse aux CKs a été 

effectuée à la suite d’un traitement avec la c/tZ et/ou le miPEP319a. Le miPEP319b n’a pas 

été sélectionné car ce test est chronophage et complexe à réaliser à cause des fenêtres de 

concentrations actives très étroites des cytokinines. Le choix du miPEP à tester s’est donc 

porté sur le miPEP319a présentant un effet inhibiteur plus important. Onze gènes ont ainsi été 

sélectionnés pour étudier l’effet du miPEP319a. Le gène Tornado2 (TRN2) a été identifié 

comme un marqueur de l’haustoriogenèse lors d’un précédent travail de thèse (Goyet, 2017), il 

est impliqué dans la formation des poils absorbants (Cnops et al., 2000). Les gènes Zinc 

Finger Protein 6 (ZFP6) et Response Regulator 5 (RR5) sont des effecteurs des voies de 

réponses aux CKs impliqués respectivement dans la formation des trichomes (Zhou et al., 

2013a) et dans le rétrocontrôle négatif des CKs (Hai et al., 2020). Ces deux gènes sont 

également utilisés comme marqueurs de l‘haustoriogenèse (Goyet, 2017; Goyet et al., 2017). 

Les gènes MYB33a, MYB33b et TCP3 sont des cibles des miR319. Les gènes GRFa, GRFb, 

GRFd, GRFe et GRFg sont des cibles des miR396. Ces 5 derniers gènes ont été sélectionnés 

pour cette étude car l’expression des miR396 est stimulée par les TCPs et donc indirectement 

régulée par les miR319.  

Comme attendu, ces analyses mettent en évidence une surexpression de TRN2 pour les deux 

temps étudiés après traitement avec la CK seule (Figure 2.17A). Les deux gènes ZFP6 et 

RR5 sont sur-exprimés 48 h et 12 h après traitement respectivement. ZFP6 serait donc un 

gène de réponse tardive et RR5, un gène de réponse précoce aux CKs. Le miPEP319a induit 

une inhibition de l’expression de TNR2 après 12 h et une surexpression après 48 h en 

absence de CK (Figure 2.17). Ce miPEP inhibe l’effet de la CK sur l’expression de TRN2 

lorsqu’il est utilisé en co-traitement. Une surexpression précoce du gène ZFP6 et une réponse 

plus tardive du gène RR5 sont observées à la suite d’un traitement avec ce miPEP en 

comparaison avec le traitement CK seul. L’ajout de ce miPEP va également entraîner une 

inhibition partielle de l’effet de la CK sur l’expression de ces deux gènes effecteurs des voies 

de réponse aux CKs. Ces résultats sont cohérents avec l’inhibition de l’haustoriogenèse 

observée à la suite du co-traitement avec le miPEP et la CK aux mêmes concentrations 

(Figure 2.16). Ce miPEP agirait ainsi sur les voies de réponse aux CKs de manière directe ou 

non.  



Chapitre 2 

150 
 

Le traitement avec la c/tZ induit une diminution de l’expression relative de la majorité des 

gènes cibles. Seule l’expression des gènes MYB33a et GRFg n’est pas modifiée après un 
traitement avec la CK aux deux temps étudiés (Figure 2.17).  

Le traitement des graines germées avec le miPEP319a induit une inhibition de l’expression de 

tous les gènes cibles étudiés 12 h après traitement hormis pour le gène GRFg qui lui, est sur-

exprimé après 12 h (Figure 2.17A). Ce miPEP agit donc de manière spécifique sur 

l’expression de ces gènes cibles de miARN. Les niveaux d’expression des gènes MYB33a, 

MYB33b, TCP3, GRFb et GRFe 12 h après le co-traitement sont similaires à ceux obtenus 

avec le miPEP seul et sous-exprimés en comparaison au traitement CK. Ce miPEP inhibe 

ainsi l’effet de la CK. Le co-traitement induit une inhibition plus importante des gènes GRFa et 

GRFd après 12h. Il y aurait un effet cumulatif de l’effet du miPEP et de la CK sur l’inhibition de 

l’expression de ces deux gènes. Pour finir, la CK a un effet inhibiteur de l’action du miPEP sur 

l’expression du gène GRFg pour ramener son expression relative au niveau de celle du 

contrôle et du traitement avec la CK. 

La majorité des gènes étudiés sont sous-exprimés 48 h après un traitement avec le 

miPEP319a en comparaison à l’effet de la CK seule, sauf pour le gène GRFe qui est sous-

exprimé dans les mêmes proportions qu’à la suite d’un traitement avec la CK seule (Figure 

2.17B). Le co-traitement avec le miPEP et la CK induit une sous-expression des gènes 

MYB33a, MYB33b, TCP3 et GRFd après 48 h comparativement au traitement CK (Figure 

2.17B). Cette inhibition de l’expression des gènes MYB33a et GRFd est moins importante 

qu’avec le miPEP seul. L’effet du miPEP et de la CK sont donc antagonistes sur l’expression 

de ces deux gènes. L’ajout de miPEP en complément du traitement avec la CK n’entraîne pas 

de modification de l’expression des gènes GRFa, GRFb et GRFe comparativement au 

traitement avec la CK seule, alors que ces gènes sont sous-exprimés à la suite d’un traitement 

miPEP seul. La CK semble donc avoir un effet dominant sur celui du miPEP pour ces gènes 

48 h après traitement. Le gène GRFg quant à lui est sur-exprimé à la suite du co-traitement 

annulant l’effet inhibiteur de la CK seule pour arriver à un niveau d’expression similaire au 

traitement avec le miPEP seul. Ainsi, l’effet du miPEP sur ce gène semble être dominé par 

celui de la CK 12 h après traitement alors qu’il semble dominant 48 h après traitement.  
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Effet sur l’expression de gènes cibles des miARN correspondants 

L’expression relative des gènes cibles des miR156 a été déterminée 48 h après le 

traitement avec le rac-GR24 à 10-10 M seul ou avec les miPEP156 à 100 µM. Trois gènes 

cibles SPLs des miR156 ont été étudiés. Ceux-ci sont sur-exprimés à la suite d’un traitement 

avec le rac-GR24 seul (Figure 2.19). L’ajout du miPEP156d inhibe totalement l’effet du rac-

GR24 sur le gène SPLb et inhibe partiellement l’effet du rac-GR24 sur l’expression des deux 

autres gènes cibles (Figure 2.19A). Les résultats précédents ont montré un effet inhibiteur 

important de germination à la suite du traitement avec ce miPEP (Figure 2.18A) ce qui 

concorde avec cette sous-expression des gènes cibles. Le traitement avec le miPEP156e 

n’induit pas de modification significative du niveau d’expression des gènes cibles des miR156 

en comparaison au traitement avec le rac-GR24 seul (Figure 2.19B). Cela concorde 

également avec le très faible effet inhibiteur de ce miPEP observé lors de la germination 

(Figure 2.18B). L’ajout du miPEP156f induit une augmentation significative de l’expression 

des trois gènes cibles étudiés en comparaison avec le traitement rac-GR24 seul (Figure 

2.19C). Le miPEP156f n’induit pas de modification de la germination, même s’il induit une 

surexpression des gènes cibles étudiés. La stimulation par une strigolactone de la germination 

des graines d’O. cumana s’accompagnerait donc de la surexpression des gènes SPLb, 

SPLc¸et SPLd sans que cette surexpression seule soit suffisante pour induire la germination. 
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 Impact des miPEP172 sur l’haustoriogenèse D.

 O. cumana 1.

Effet Phénotypique 

Cinq miPEP172 ont été testés sur des graines d’O. cumana lors de l’haustoriogenèse. 

Parmi ces 5 miPEP, deux sont inducteurs de l’haustoriogenèse, le miPEP172a et le 

miPEP172b (Figure 2.26). Le miPEP172a induit également une inhibition de la formation des 

haustoriums lorsqu’il est utilisé à la plus forte concentration, 100 µM, couplé à de fortes 

concentrations en c/tZ, supérieures ou égales à 1.10-8 M (Figure 2.26A). Ce miPEP présente 

ainsi un effet antagoniste avec un effet inducteur lorsqu’il est utilisé seul et un effet inhibiteur 

lorsqu’il est utilisé en co-traitement avec la CK. Le miPEP172b stimule l’haustoriogenèse en 

présence de CK à de faibles concentrations en c/tZ, 5.10-9 M pour toutes les concentrations en 

miPEP172b testées (Figure 2.26B). Ce miPEP n’induit pas d’inhibition dans ces conditions de 

test. Le miPEP172c n’induit pas la formation des haustoriums lorsqu’il est appliqué seul, mais 

il induit une inhibition de la formation des haustoriums lorsqu’il est appliqué à 100 µM en 

présence de CK (Figure 2.26C). Le miPEP172d n’induit pas l’haustoriogenèse et inhibe la 

formation des haustoriums à une concentration de 100 µM couplée des concentrations en CK 

de 1.10-8 M et 5.10-8 M (Figure 2.26D). Le dernier miPEP testé, le miPEP172e n’a pas d’effet 

sur l’haustoriogenèse dans ces conditions de test (Figure 2.26E).  

Les miPEP172 présentent ainsi une diversité de réponse. Certains vont être inducteurs de 

l’haustoriogenèse uniquement, d’autres vont être inhibiteurs uniquement et les derniers vont 

être inducteurs et inhibiteurs.  
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 P. ramosa 2.

Effet Phénotypique 

Six miPEP172 ont été testés lors de l’haustoriogenèse des graines de P. ramosa. Parmi 

ces 6 miPEP, 5 induisent la formation d’haustoriums lorsqu’ils sont appliqués seuls sur des 

graines germées (Figure 2.27). Le dernier miPEP, le miPEP172a, n’induit pas 

l’haustoriogenèse mais la stimule lorsqu’il est utilisé à 50 µM et 100 µM en co-traitement avec 

la CK à une concentration de 10-10 et 10-8 M respectivement (Figure 2.27A). Les miPEP172b 

et miPEP172c stimulent la formation des haustoriums à de faibles concentrations en CK et de 

fortes concentrations en miPEP ; et l’inhibent à de fortes concentrations en miPEP et en CK 

(Figures 2.27B et C). Ils présentent ainsi des réponses fortement antagonistes sur 

l’haustoriogenèse en fonction de leurs concentrations et de celles en CK utilisées. Les trois 

derniers miPEP, le miPEP172d, le miPEP172e et le miPEP172g, stimulent la formation des 

haustoriums lorsqu’ils sont utilisés à de fortes concentrations couplées à un traitement avec la 

CK à de faibles concentrations (Figures 2.27D, E et F). Ces trois miPEP n’inhibent pas le 

processus d’haustoriogenèse chez P. ramosa.  
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Effet sur l’expression de gènes cibles des miARN correspondants 

Le miPEP172b a été sélectionné pour analyser son effet sur l’expression de ses gènes 

cibles car il présente à la fois une forte induction de l’haustoriogenèse à de faibles 

concentrations en CK mais aussi une inhibition à de fortes concentrations. Deux 

concentrations en miPEP172b, 10 µM et 50 µM, ont ainsi été utilisées pour traiter des graines 

germées de P. ramosa en présence ou non de c/tZ afin de tester l’effet de ce miPEP sur 

l’expression des gènes cibles des miR172 et d’un gène cible des miR156. Les miR156 sont 

étroitement liés au miR172 dans la régulation de processus biologiques tels que la transition 

florale (Wu et al., 2009; Li et al., 2017). L’étude des niveaux d’expression d’un gène cible de 

miR156 en réponse à un traitement avec le miPEP172 est donc intéressante pour mieux 

visualiser leur interaction dans le processus de germination de ces plantes holoparasites. 

Cette étude a été réalisée 12 h et 48 h après traitement avec la CK et/ou le miPEP. 

La c/tZ n’induit pas de modification de l’expression de TRN2 (Figure 2.28) à une concentration 

de 10-8 M. Elle induit une sous-expression du gène RR5 12 h et 48 h après traitement. Le gène 

ZFP6 est sous-exprimé 48 h après traitement avec la c/tZ (Figure 2.28B). Ces résultats 

concordent avec ceux obtenus lors du test sur l’haustoriogenèse réalisé pour le miPEP319a 

(Figure 2.17). Le traitement avec le miPEP172b à 10 µM n’induit pas de modification de 

l’expression des gènes ZFP6 et RR5. L’expression de TRN2 est quant à elle amplifiée 48 h 

après traitement. Le co-traitement de la CK avec le miPEP induit une surexpression des gènes 

TRN2 et RR5 12 h après traitement et une surexpression des gènes TRN2 et ZFP6 48 h après 

traitement (Figure 2.28). L’ajout de miPEP induit donc une surexpression des gènes 

marqueurs de l’haustoriogenèse correspondant à l’effet inducteur observé avec le miPEP172b 

utilisé à 10 µM (Figure 2.28B).  

L’expression des deux gènes cibles des miR172 n’est pas modifiée 12 h après traitement avec 

la CK (Figure 2.28A) et est inhibée 48 h après traitement (Figure 2.28B). L’ajout du 

miPEP172b à une concentration de 10 µM induit une inhibition de l’expression de ces deux 

gènes cibles 48 h après traitement en comparaison avec le traitement CK seul alors qu’aucune 

différence significative n’est observée 12 h après traitement. Le co-traitement de la CK avec le 

miPEP induit une inhibition de l’expression de ces deux gènes similaires à celle du traitement 

avec le miPEP seul après 48 h (Figure 2.28B). L’effet du miPEP est donc dominant sur celui 

de la CK. Le gène SPLd cible des miR156 est sous-exprimé après un traitement avec la CK ou 

le miPEP. Le traitement avec le miPEP inhibe l’expression de ce gène de manière plus 

importante que le traitement avec la CK seule après 48 h. Le co-traitement induit une légère 

surexpression de ce gène en comparaison au traitement avec le miPEP seul. Pour ce gène, 

l’effet de la CK semble dominant sur celui du miPEP. 
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Les mêmes analyses d’expression de gène ont été effectuées à une concentration plus forte 

en CK et/ou en miPEP induisant une forte inhibition de l’haustoriogenèse. L’augmentation de 

la concentration en CK induit une surexpression des gènes TRN2 et ZFP6 12 h et 48 h après 

traitement (Figure 2.29). Le gène RR5 est quant à lui sur-exprimé de manière précoce 12 h 

après traitement (Figure 2.29A), et sous-exprimé de manière plus tardive 48 h après 

traitement (Figure 2.29B). Ces résultats concordent avec ceux obtenus avec le traitement CK 

seul à la même concentration lors de l’analyse de l’effet phénotypique du miPEP319a lors de 

l’haustoriogenèse (Figure 2.27). Le gène ZFP6 est donc un gène de réponse tardif au 

traitement CK et RR5, un gène de réponse précoce.  

Le traitement avec le miPEP172b à une concentration plus élevée de 50 µM induit une 

inhibition de l’expression de TRN2 et une stimulation de l’expression de ZFP6 et RR5 à des 

niveaux similaires à ceux obtenus avec la CK seule 12 h après traitement (Figure 2.29A). 

Pour finir, le miPEP172b n’a pas d’effet à cette concentration sur l’expression des gènes TRN2 

et ZFP6 48 h après traitement avec ou sans CK et induit une surexpression de RR5 avec ou 

sans CK (Figure 2.29B). Une inhibition de la formation des haustoriums a précédemment été 

mise en évidence lorsque le miPEP172b est appliqué à cette une concentration couplée à une 

concentration en CK de 10-8 M (Figure 2.27). Ces résultats de l’effet de ce miPEP concordent 

avec l’effet inhibiteur observé sur l’expression de TRN2, gène marqueur de l’haustoriogenèse, 

dans ces conditions de test. 

L’analyse de l’expression des gènes cibles du miR172 en présence de CK et/ou de miPEP 

met en évidence l’effet inhibiteur de ce miPEP 12 h et 48 h après traitement (Figure 2.29). Le 

miPEP172b agit donc spécifiquement sur la régulation de l’expression des gènes cibles des 

miR172. 

L’expression des gènes cibles des miR156, SPLd et SPLe, n’est pas modifiée par l’ajout de 

miPEP avec ou sans CK 12 h et 48 h après traitement en comparaison à l’ajout de la CK 

seule. L’expression du gène SPLf n’est pas modifiée après 12 h mais est sous-exprimé en 

réponse à l’ajout de miPEP seul après 48 h, reflétant un effet plutôt indirect avec un possible 

mécanisme de rétrocontrôle. 
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IV. Discussion 

Les résultats des expérimentations présentés dans ce chapitre ont permis de vérifier la 

spécificité d’action de quelques miPEP d’O. cumana et de P. ramosa sur l’expression de 
gènes cibles de leurs miARN associés et de caractériser de manière plus précise l’effet de ces 
miPEP lors des processus de germination et d’haustoriogenèse des orobanches, mais 

également l’effet de deux miPEP sur le pathosystème tournesol / O. cumana. 

Les miPEP peuvent perturber le processus de germination des orobanches en 

réduisant spécifiquement l’expression des gènes cibles de leur miARN associé 

Les tests réalisés avec une gamme de concentrations plus grande en miPEP319 d’O. 

cumana couplée à une gamme de concentrations en rac-GR24 (Figure 2.4), DCL (Figure 2.5) 

ou exsudats racinaires (Figure 2.6), ont permis de confirmer l’effet fortement inhibiteur du 
miPEP319a sur la protrusion des radicules quel que soit le stimulant de germination et le lot de 

graines d’O. cumana utilisés (Figure 2.5, Figure 2.6, Figure 2.9 et Figure 2.10). Il y aurait 

ainsi une voie de réponse commune aux différents stimulants de germinations, impliquant les 

miR319. Le miPEP319b d’O. cumana quant à lui ne présente qu’un effet inhibiteur très faible 
de la protrusion des radicules à la plus faible concentration en rac-GR24 ou en DCL couplé à 

la plus forte concentration en miPEP. De plus, ce miPEP n’a pas d’effet sur la reprise 
métabolique des graines (Figure 2.4C, D et Figure 2.5C, D) reflétant un effet moindre 

comparé au miPEP319a. Les miPEP319 de P. ramosa induisent des effets similaires à ceux 

d’O. cumana avec une forte inhibition de la germination à la suite d’un traitement avec le 
miPEP319a contre un faible effet pour le miPEP319b (Figure 2.15). L’implication du miR319 
dans la germination serait donc conservée entre ces deux plantes holoparasites avec des 

effets différents entres les membres d’une même famille. Les miR159 présentant une forte 
homologie de séquences avec les miR319, une caractérisation plus fine de l’effet du 
miPEP159 a également été réalisée lors de la germination d’O. cumana. Ces expérimentations 

ont mis en évidence une inhibition totale de la protrusion des radicules et un effet faiblement 

inhibiteur de la reprise métabolique des graines d’O. cumana à une forte concentration en 

miPEP (Figure 2.20). 

Chez les plantes parasites, une forte diminution des niveaux d’ABA est observée lors de la 
phase de conditionnement suivie par une seconde diminution induite par l’ajout de stimulants 
de germination (Lechat et al., 2012, 2015). Une augmentation des niveaux d’ABA dans le 
milieu contenant les graines est observée lors du conditionnement laissant penser que cette 

première diminution de l’ABA est due à une sortie naturelle de cette phytohormone hors de la 

graine et ne serait pas causée par une régulation moléculaire. L’induction de la germination 
débute par la perception de stimulants provoquant la surexpression de CYP707A. Ces gènes 

codent des 8’-hydroxylases impliquées dans le catabolisme de l’ABA (Lechat et al., 2012). Une 

surexpression des CYP707A est observée à la suite d’un traitement avec du rac-GR24 chez P. 

ramosa. L’induction de ce gène serait donc responsable de la seconde diminution des niveaux 
en ABA nécessaire à l’induction de la germination (Lechat et al., 2012). Les gènes MYBs étant 
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des régulateurs positifs de la voie de régulation de l’ABA (Reyes and Chua, 2007), ils seraient 

ainsi probablement également impliqués dans la seconde diminution des niveaux d’ABA 
responsable de la germination. Ainsi, la régulation des niveaux d’ABA dans les graines est un 
mécanisme complexe impliquant une multitude de mécanismes de régulation moléculaire des 

niveaux de l’ABA ou par simple sortie dans le milieu.  

Les miR319 inhibent l’expression de facteurs de transcription MYBs et TCPs (Figure 2.31). 

Ces miARN sont donc des acteurs négatifs de la régulation de la voie de l’ABA. L’ABA étant 
une phytohormone inhibitrice de l’expression des MIR319, cette régulation forme une boucle 

de rétrocontrôle négative des niveaux d’ABA et une boucle de rétrocontrôle positive de 
l’expression des miR319 (Liu et al., 2009a). Les miR319 sont aussi négativement régulés par 

la GA (Liu et al., 2009a). La germination étant induite lorsque la balance ABA/GA penche en 

faveur de la GA, l’augmentation des niveaux en GA induirait donc une diminution de 
l’expression des miR319. Les miR319 inhibant les MYBs, une diminution de leurs niveaux 

entraîne une augmentation de l’expression des gènes MYBs et ainsi, une augmentation des 

niveaux d’ABA. Une surexpression de gènes MYBs cibles des miR319, est en effet observée 

en condition contrôle 48 h après induction de la germination d’O. cumana (Figure 1.3, p 98 

chapitre 1). Les mR319 seraient donc impliqués dans le rétrocontrôle de cette balance 

hormonale en augmentant les niveaux d’ABA lorsque ceux de GA sont supérieurs, afin de 

revenir à un état d’équilibre. En plus d’inhiber l’expression des miR319, la GA stimule 

l’expression du gène MIR159 (Figure 2.31). L’action du miR159 sur les niveaux d’ABA a été 
mise en évidence comme permettant la régulation du passage entre l’état de dormance et de 
germination des graines (Nonogaki, 2010). Le miR159 cible spécifiquement les MYB101 et 

MYB33, une diminution de leur expression entraînerait donc une diminution de leur effet 

stimulant sur la voie de l’ABA (Li et al., 2013). Une baisse des niveaux d’ABA entraînerait à 
son tour une diminution de l’expression du miR159, correspondant à une boucle de 
rétrocontrôle positive de l’ABA. Une diminution des niveaux d’expression du MYB101 devrait 

être observée sous l’action de l’effet inhibiteur de la GA sur le miR159, ce qui n’est pas le cas. 

Une surexpression des gènes MYB101 et MYB33 est en effet observée lors de la germination 

d’O. cumana 48h après ajout du stimulant de germination (Figure 1.3, page 98 du chapitre 1). 

L’augmentation de l’expression du MYB101 peut être causée par les différentes boucles de 

rétrocontrôle de l’expression des MIRs. Cette régulation antagoniste de l’expression des 
MIR159 et MIR319 participerait ainsi à la régulation complexe de cette balance hormonale 

régulant le processus de germination (Figure 2.31).  
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Les résultats obtenus dans ce chapitre ont permis la mise en évidence de l’effet fortement 
inhibiteur du miPEP164 sur la germination d’O. cumana quelle que soit la concentration en 

rac-GR24 utilisée avec une forte concentration en miPEP (Figure 2.22). L’expression des 
gènes NAM, cibles des miR164, est augmentée à la suite d’un traitement avec le miPEP164 
d’O. cumana. Ces gènes sont impliqués dans la régulation du signal auxinique, favorisant le 

développement des racines latérales en stimulant la prolifération cellulaire (Baker et al., 2005; 

Guo et al., 2005; Das et al., 2015). Ces résultats confirment l’implication du miR164 dans le 
processus de germination (Figure 2.23). L’ajout du miPEP164 induit une inhibition de 
l’expression des gènes cibles de son miARN. L’inhibition de l’expression de ces gènes cibles 
tend à confirmer la spécificité d’action de ce miPEP sur l’expression des gènes NAMs via le 

miR164. L’ajout exogène de ce miPEP permet donc l’inhibition spécifique du processus de 
germination de cette plante holoparasite. 

Les miPEP156d et e inhibent faiblement la germination d’O. cumana alors que le miPEP156f 

ne présente pas d’effet sur ce processus dans ces conditions de test (Figure 2.18). Ainsi, 

différents miPEP issus d’une même famille de miARN agissent de manières différentes lors de 

la germination. L’analyse de l’expression de 3 gènes cibles des miR156 à la suite d’un 
traitement avec ces 3 miPEP couplé au traitement avec le stimulant de germination montre un 

effet inhibiteur du miPEP156d, l’absence d’effet du miPEP156e et une surexpression induite 
par le miPEP156f comparé au traitement rac-GR24 seul (Figure 2.19). Une étude menée chez 

la laitue a montré que la surexpression des MIR156 favorise l’état de dormance des graines et 
inhibe la germination (Huo et al., 2016). Ainsi, l’inhibition de la germination observée à la suite 
d’un traitement avec le miPEP156d concorde avec une diminution de l’expression des 3 gènes 
cibles. Le faible effet inhibiteur du miPEP156e est visible à une concentration en miPEP de 1 

µM. Les miPEP ayant été utilisés à une concentration de 100 µM pour les tests d’analyse 
d’expression de gènes, il n’est donc pas surprenant de ne pas visualiser d’effet des miPEP sur 

l’expression de ces gènes. La surexpression des gènes cibles des miR156 en réponse au 

traitement avec le miPEP156f n’est pas le résultat d’une augmentation de l’effet inhibiteur du 
miARN associé. Il n’est pas surprenant d’obtenir une augmentation de l’expression de gènes 
cibles de miARN à la suite d’un traitement avec un miPEP associé à l’un des membres d’une 
famille de miARN. En effet, une étude a montré que la surexpression du miR171b induite par 

l’ajout du miPEP associé entraînait une surexpression de son gène cible LOM1 (Couzigou et 

al., 2017). Une surexpression des autres membres de la famille des miR171 induit une 

diminution de l’expression du gène LOM1. Le miR171b a perdu sa capacité de clivage de la 

cible induisant la protection de ce gène cible vis-à-vis des autres membres de la famille des 

miR171 et donc l’augmentation de son expression. Ainsi, le miR156f d’O. cumana pourrait 

également avoir une action de protection de ses gènes cibles. Deux miPEP spécifiques à 2 

miARN issus d’une même famille peuvent donc induire une réponse antagoniste. 

Les tests des miPEP172a, b, c et d d’O. cumana réalisés avec une gamme de concentrations 

plus grande en miPEP et en rac-GR24 ont permis la confirmation de l’effet inhibiteur des 
miPEP172a, b et c sur la protrusion des radicules ainsi que l’absence d’effet du miPEP172d 
(Figure 2.24). Les miR172 sont des inhibiteurs de l’expression des gènes TOEs (Figure 2.31, 

Li et al., 2017). Ils sont impliqués, avec le miR156, dans la régulation de la dormance et de la 
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floraison (Wu et al., 2009). L’ajout des miPEP172a, b, c ou d induit une inhibition de 
l’expression des gènes TOEb, TOEc et TOEd lors de la germination d’O. cumana (Figure 

2.25). Ainsi, les miR172 sont impliqués dans la régulation de la germination d’O. cumana par 

l’intermédiaire de la régulation de l’expression des gènes TOE. L’ajout de miPEP associés à 

ces miARN permet ainsi de modifier spécifiquement l’expression de ces gènes cibles des 
miR172. 

Les miPEP peuvent perturber le processus d’haustoriogenèse des orobanches en 

stimulant spécifiquement l’expression des gènes cibles de leur miARN associé 

Les expérimentations réalisées avec une gamme de concentrations plus grande en miPEP 

et/ou en cytokinine ont permis de confirmer l’effet fortement inhibiteur des miPEP319a et b 

d’O. cumana à de fortes concentrations en miPEP pour toutes les concentrations en c/tZ 

testées (Figure 2.12). Le miPEP319a ne présente pas d’effet inducteur de la formation 
d’haustoriums en présence de CK. Le miPEP319b quant à lui, induit la formation 

d’haustoriums lorsqu’il est utilisé à une concentration de 50 µM, qui n’est pas la plus forte 
testée. Ce miPEP présenterait donc une fenêtre de concentrations inductrices de la formation 

des haustoriums de P. ramosa comme cela a été montré pour les CKs (Goyet et al., 2017). 

Les miPEP319a et b de P. ramosa induisent eux aussi une inhibition de la formation des 

haustoriums (Figure 2.16). Le miPEP319a n’induit et ne stimule pas la formation d’haustorium 
de P. ramosa (Figure 2.16A) contrairement au miPEP319b qui stimule ce mécanisme (Figure 

2.16B). On pourrait alors supposer que les miR319 seraient liés aux CKs. Cette idée est 

confortée par une étude prédisant l’implication des miR319 dans la voie de signalisation des 
CKs lors du développement et de la germination des graines d’orge (Bai et al., 2017). Il a 

également été montré que les CKs inhibent l’expression des MIR319 (Liu et al., 2009a; Curaba 

et al., 2014). Les TCPs inhibent l’expression de SHY2 (Figure 2.33) codant pour SHY2, un co-

récepteur auxinique qui agit comme un régulateur négatif du signal auxinique. Ce gène est 

régulé de manière antagoniste par l’auxine et les CKs permettant le contrôle de la balance 

entre division cellulaire et différentiation (Dello Ioio et al., 2008; Curaba et al., 2014). La 

surexpression des miR319 induirait une diminution de l’expression des TCPs et donc une 
diminution de l’expression de SHY2. Cette baisse d’expression de SHY2 induit une baisse de 

la régulation négative du signal auxine conduisant à la poursuite des divisions cellulaires et 

donc de la croissance des radicules empêchant la formation des haustoriums. 

L’haustoriogenèse débute en effet par l’arrêt de la croissance des radicules puis en une 

différentiation cellulaire menant à la formation de cet organe spécifique. Des travaux de thèse 

précédemment réalisés au laboratoire montrent que l’application de CKs sur des graines 
germées de P. ramosa induit un arrêt de la croissance des radicules ainsi que la différentiation 

de l’apex en haustoriums (Goyet, 2017; Billard, 2020).  
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Les expérimentations réalisées dans chapitre avec une gamme de concentrations plus grande 

en miPEP et/ou en cytokinine ont permis de confirmer l’effet inhibiteur des miPEP172a, c et d 

et un effet faiblement inhibiteur du miPEP172e sur la formation des haustoriums d’O. cumana 

(Figure 2.26). Elles ont également permis de mettre en évidence l’effet fortement inhibiteur du 
miPEP172b de P. ramosa ainsi que des miPEP172a et c non visualisé lors du criblage (Figure 

2.27). Les miPEP172a et b d’O. cumana (Figure 2.26) ainsi que des miPEP172a, b, c, d, e et 

g de P. ramosa (Figure 2.27) induisent également la formation des haustoriums. Les effets à 

la fois stimulant et inhibiteur de la formation des haustoriums en fonction de la concentration 

en miPEP utilisée rappelle l’effet de fenêtre de concentration active propre à chaque CK 
(Goyet et al., 2017). On peut alors supposer que les miR172, comme les miR319, seraient liés 

aux CKs chez O. cumana et P. ramosa. Cette hypothèse est confortée par une étude montrant 

l’implication des miR172 dans la voie de signalisation des CKs chez l’orge (Bai et al., 2017).  

L’expression des gènes cibles des miR172 a été analysée après un co-traitement avec la c/tZ 

et le miPEP172 de P. ramosa pour deux conditions reflétant l’effet antagoniste ce miPEP. La 
première condition correspond à l’effet totalement inhibiteur du miPEP sur l’action de la CK 
lors de l’haustoriogenèse avec de fortes concentrations en miPEP et en CK (Figure 2.27). Une 

inhibition précoce de l’effet de la CK sur l’expression de TRN2, gène marqueur de 

l’haustoriogenèse est observée en réponse au traitement miPEP (Figure 2.29). La deuxième 

condition correspond à un effet stimulant du miPEP sur l’action de la CK lors de ce processus 

biologique avec une concentration faible en miPEP avec ou sans CK. Dans ces conditions, ce 

miPEP induit une augmentation de l’expression du gène TRN2 concordant avec le phénotype 

d’induction de l’haustoriogenèse observé (Figure 2.28). Le co-traitement du miPEP avec la CK 

permet d’amplifier la surexpression de TRN2 provoquant l’induction de l’haustoriogenèse. Le 
miPEP172 et la CK présentent ainsi un effet cumulatif sur l’expression de TRN2 et sur 

l’induction de l’haustoriogenèse. Ce miPEP induit une inhibition de l’expression de ses gènes 

cibles, TOEa et TOEd ainsi qu’une faible inhibition de l’expression d’un gène cible des 
miR156, SPLf reflétant le lien entre les miR156 et les miR172. Cet effet synergique de l’effet 
du miPEP et de la CK est également observé pour les gènes cibles des miR172 et miR156 

avec une forte inhibition de ceux-ci lors du co-traitement. Cet effet cumulatif concorde avec 

l’effet stimulant de l’haustoriogenèse observé pour de faibles concentrations en CK et en 
miPEP (Figure 2.27B). Le miPEP172b agirait ainsi sur les mêmes voies de régulation que 

celles des CKs, permettant une amplification de la réponse lors d’un co-traitement. Une étude 

a montré une inhibition de l’expression des gènes MIR172 à la suite d’un traitement avec une 
cytokinine, la 6-benzylaminopurine (6-BA) chez le riz (Figure 2.33, Liu et al., 2009). 
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L’ajout de miPEP exogènes peut diminuer l’infestation des plantes hôtes par les 
orobanches en impactant spécifiquement leur développement 

L’ensemble de ces résultats montre que les miPEP319 d’O. cumana sont de bons 

candidats pour servir d’agents de biocontrôle. Afin de confirmer cette hypothèse, une co-

culture de tournesol et d’O. cumana a été réalisée en présence ou non du miPEP319a d’O. 

cumana. L’ajout de ce miPEP sur la co-culture a permis de diminuer le taux d’accrochage des 
orobanches sans impacter le développement des tournesols (Figure 2.14). On peut supposer 

que cette diminution du nombre d’accrochages serait due à une inhibition de la germination 
mais aussi de l’haustoriogenèse des graines d’O. cumana causée par l’ajout de miPEP319a 
ou de miPEP319b. Cette hypothèse est confortée par l’effet inhibiteur de ces miPEP sur la 

germination (Figure 2.4) et sur l’haustoriogenèse (Figure 2.12) observé lors des tests in vitro 

réalisés lors de ces deux processus biologiques. Le miPEP319b présentant également un 

faible effet inducteur de l’haustoriogenèse (Figure 2.4), la diminution du nombre 

d’accrochages à la suite d’un traitement avec ce miPEP semblerait donc plutôt liée à l’effet 
inhibiteur de la germination des graines d’orobanches.  
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Conclusion et perspectives  
La croissance et la multiplication des plantes holoparasites épirhizes de la famille des 

Orobanchaceae telles qu’O. cumana et P. ramosa dépendent d’une plante hôte. Cette 
dépendance a conduit chez ces plantes pathogènes à la mise en place de mécanismes de 

développement particuliers. La germination est ainsi induite par des molécules émises dans la 

rhizosphère par l’hôte. Une fois germées, ces plantes doivent se fixer à la racine hôte afin de 

prélever les éléments nécessaires à leur survie et à leur développement. Cet attachement 

nécessite la formation d’un organe spécifique, l’haustorium, également induite par des 
molécules émises dans la rhizosphère par la plante hôte. La majorité de ces plantes parasites 

possèdent un spectre d’hôte très large allant des plantes de grandes cultures jusqu’aux 
plantes adventices ; hormis O. cumana qui possède un hôte exclusif, le tournesol. La présence 

de ces plantes parasites sur une parcelle engendre une diminution du rendement pouvant aller 

jusqu’à la perte totale de la récolte. Actuellement, il n’existe pas de méthodes de lutte efficaces 
et durables contre ces fléaux. Une meilleure compréhension des mécanismes de 

développement particuliers de ces plantes est donc nécessaire pour le développement de 

nouveaux moyens de lutte. 

Une nouvelle classe de peptides régulateurs de l’expression de miARN, appelés miPEP, a été 

découverte en 2015 (Lauressergues et al., 2015). Ces miPEP peuvent être utilisés pour 

étudier des mécanismes moléculaires à travers l’analyse de l’expression de gènes cibles des 
miARN associés. Cette découverte est une avancée majeure dans l’étude des voies de 
régulations de gènes liées aux miARN. Les miPEP sont en effet produits à partir d’ORFs 
présents dans les précurseurs de miARN qu’ils stimulent spécifiquement. Les miARN étant 

des régulateurs de l’expression d’une multitude de facteurs de transcription, la modification de 

leur expression permet de réguler positivement ou négativement l’expression des gènes cibles 
de ces facteurs de transcription. Les miPEP peuvent ainsi moduler les processus biologiques 

comme cela a été montré chez le soja avec une stimulation de la nodulation à la suite d’un 
traitement avec le miPEP172c (Couzigou et al., 2016) ou chez la vigne avec une stimulation 

du développement de racines latérales à la suite d’un traitement avec le miPEP171d1 (Chen 

et al., 2020). 
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Les miPEP, de nouveaux outils pour étudier les mécanismes moléculaires 

impliqués dans le développement des orobanches ? 

La germination  

L’ensemble des miPEP identifiés chez O. cumana et P. ramosa ont été criblés sur le 

processus de germination de ces deux plantes parasites. Ainsi, parmi les 42 miPEP associés 

à 16 familles de miARN comprises entre 156 et 399, identifiés chez O. cumana, 29 sont 

inhibiteurs de la germination dont 17 inhibant uniquement la protrusion des radicules et 12 

inhibant la protrusion des radicules et la reprise métabolique des graines (Tableau 1.3, page 

113 du chapitre 1). Ainsi, la majorité des miPEP identifiés chez O. cumana permettent 

l’inhibition de la germination de cette plante parasite in vitro. Des analyses complémentaires 

ont permis d’identifier un effet inhibiteur dose réponse de ces miPEP. Dans le cas du 

miPEP319a, le peptide avec l’effet inhibiteur le plus important sur la germination, la réponse 
est similaire quel que soit le stimulant de germination utilisé : le rac-GR24, le DCL ou les 

exsudats racinaires. Ces résultats conduisent à penser que ces stimulants possèdent une 

cascade de régulations communes après leur perception, sur laquelle agirait le miPEP319a. 

Chez P. ramosa, 4 familles de miPEP ont été sélectionnées à partir des résultats obtenus lors 

du criblage des miPEP d’O. cumana. Seize miPEP faisant partie de ces 4 familles ont été 

identifiés, parmi lesquels 2 inhibent uniquement la protrusion des radicules et 1 inhibe à la fois 

la protrusion des radicules et la reprise métabolique des graines, le miPEP319a. Les 

perspectives seraient d’identifier les miARN d’O. cumana au-delà du miR399, ainsi que 

d’identifier l’ensemble des miPEP de P. ramosa pour ensuite les tester lors de la germination 

de cette plante parasite. Ceci sera envisageable lorsqu’une séquence complète du génome de 
P. ramosa sera accessible, le génome de P. ramosa étant de 4,5 Gb, soit deux fois plus grand 

que celui d’O. cumana qui est de 1,9 Gb. 

L’analyse de l’expression des miARN est complexe. En effet, leur extraction et isolation sont 

difficiles du fait de leur petite taille (environ 21 bases). Ils sont simple brin, donc peu stables et 

facilement dégradés. De plus, les miARN sont rapidement pris en charge par le complexe 

RISC, leur présence est donc transitoire dans les cellules. L’analyse de l’expression des 
miARN peut être réalisée en effectuant le suivi de l’expression de leurs précurseurs, les pri-
miARN et pré-miARN possédant des séquences plus longues. Ces précurseurs sont eux aussi 

rapidement pris en charge par la DCL1 qui va les maturer en miARN. Une autre alternative 

consiste à étudier les modifications d’expression des gènes cibles des miARN étant exprimés 

de manière moins transitoire que les précurseurs et possédant des séquences plus longues. 

Leurs modifications d’expression permettent ainsi de visualiser une potentielle modification 

d’expression des miARN associés. 

Le suivi de l’expression des gènes cibles des miARN associés aux miPEP156, 159, 164, 172 

et 319 à la suite d’un traitement avec ces miPEP a permis de conforter l’hypothèse de la 
spécificité d’action des miPEP sur l’expression de leurs miARN associés. En effet, une 

inhibition de l’expression des gènes cibles des miARN associés est observée à la suite d’un 
traitement avec la majorité des miPEP testés, hormis pour le miPEP156e qui n’induit pas de 
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modification de l’expression des gènes cibles et pour le miPEP156f qui induit une 
surexpression de ces gènes. La surexpression de ces gènes pourrait être causée par un effet 

protecteur du miPEP156f sur les gènes cibles du miR156f. Un effet similaire a déjà été montré 

avec le miPEP171b qui induit une surexpression du gène LOM1, cible du miR171b grâce à la 

perte de la capacité de clivage de la cible du miARN (Couzigou et al., 2017). Ce miARN entre 

en compétition avec les autres miARN de cette famille empêchant leur action inhibitrice sur ce 

gène. Des analyses plus poussées de l’effet du miPEP156f permettraient de confirmer l’effet 
stimulant de l’expression des gènes cibles. Afin de confirmer ou d’infirmer cette hypothèse de 
rôle protecteur, des analyses fonctionnelles pourraient être réalisées comme cela a été 

effectué par Couzigou et al., en 2017. Il faudrait alors réaliser une étape de transformation d’O. 

cumana. La transformation des plantes parasites est complexe à cause de leur cycle de 

développement nécessitant la présence d’un hôte. Une étude récente a montré la possibilité 
d’effectuer la transformation de microcals de P. ramosa conservant leur caractère infectieux, 

qui mis en contact avec des racines de plantes hôtes se fixent et régénèrent une hampe florale 

aboutissant à la production de graines viables (Billard et al., 2020). Ce protocole reste 

cependant difficile à mettre en œuvre et doit être transféré à O. cumana. La technique 

CRISPR/Cas9 permettrait par exemple de sur-exprimer les différents membres de la famille 

des miR156 individuellement ou d’inactiver spécifiquement l’expression d’un des membres de 
cette famille, afin de visualiser leur effet sur l’expression de leurs gènes cibles lors de la 
germination. Cette technique pourrait être utilisée pour l’ensemble des miPEP présentant des 

effets intéressants lors de la germination des orobanches. Et plus particulièrement pour les 

miR319 dont les miPEP associés ont été le plus étudiés, car les miR319 sont liés à la 

régulation d’autres miARN ainsi qu’à la régulation de la majorité des phytohormones. De plus, 

ces miPEP induisent la plus forte inhibition de la germination d’O. cumana.  

La liste des gènes cibles des miARN étudiés est issue des données connues et obtenues chez 

des organismes modèles comme Arabidopsis thaliana, et n’est donc pas exhaustive. D’autre 
part, les cibles des facteurs de transcription, ciblés par les miARN, sont encore pour la plupart 

inconnues. Une analyse du transcriptome d’O. cumana en réponse au traitement avec les 

miPEP319, par une analyse RNAseq par exemple, permettrait de visualiser de manière plus 

précise l’ensemble des gènes dont l’expression est affectée par l’ajout de ce miPEP. Cela 
permettrait également de mettre en lumière le rôle des miR319 dans la régulation de la 

germination et les différents acteurs de ce processus. Ces résultats pourraient ensuite être 

corrélés avec les résultats de qRT-PCR, de phénotypage et de validation fonctionnelle du rôle 

des miR319 permettant d’obtenir une caractérisation complète de l’effet de ces miPEP lors de 

la germination d’O. cumana.  

O. cumana et P. ramosa étant toutes les deux des plantes holoparasites de la famille des 

Orobanchaceae, on peut supposer que l’effet d’une même famille de miPEP et donc de 

miARN est conservé entre ces deux espèces. Une caractérisation plus fine des effets 

phénotypiques et moléculaires des miPEP319 de P. ramosa lors de la germination permettrait 

de confirmer cette hypothèse. Notamment, un suivi de l’expression des gènes mis en évidence 

par l’approche transcriptomique chez O. cumana permettrait de mettre en lumière l’implication 
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des miR319 dans ce processus biologique et de visualiser les réponses moléculaires des 

miR319.  

L’haustoriogenèse  

L’haustoriogenèse a été moins étudiée lors de ces travaux de thèse car les tests 
d’haustoriogenèse sont plus complexes à réaliser que les tests de germination. En effet, 
seules quelques familles de miPEP, 2 chez O. cumana et 3 chez P. ramosa, ont été 

sélectionnées pour effectuer leur criblage lors de ce processus biologique. La poursuite de ces 

travaux de thèse consisterait à tester l’intégralité des miPEP identifiés chez O. cumana et P. 

ramosa sur le processus de formation des haustoriums. Cela permettrait d’identifier d’autres 
miPEP et donc d’autres miARN potentiellement impliqués dans ce processus biologique 

complexe. Une analyse de l’évolution du transcriptome à la suite d’un traitement avec un 
miPEP permettrait de mettre en lumière l’ensemble des gènes impliqués dans ce processus 

dont l’expression est modulée par les miARN, permettant in fine d’identifier les cascades de 
régulation des miARN impliqués dans la formation des haustoriums. Les miPEP172 ont 

montré des effets très intéressants lors des tests réalisés chez P. ramosa et O. cumana. Ils 

présentent des effets antagonistes avec une induction et une inhibition selon les 

concentrations en miPEP et en cytokinines utilisées. Cette dualité de réponse rappelle l’effet 
de gamme de concentrations actives des cytokinines (Goyet et al., 2017). Les miR172 

agissent de manière similaire aux cytokinines lors de l’haustoriogenèse avec cette dualité de 
réponse, mais aussi lors de la germination provoquant une inhibition de ce processus. Les 

cytokinines provoquent elles aussi une inhibition de la germination de P. ramosa. L’effet 
phénotypique et moléculaire de cytokinines lors de la germination de cette plante parasite fait 

actuellement l’objet d’une étude au laboratoire dans le cadre du travail post-doctoral d’Estelle 
Billard. Ce projet a pour but d’approfondir les connaissances sur la germination des plantes 

parasites et fait suite aux travaux de thèse de Guillaume Brun portant sur l’étude des 
mécanismes moléculaires impliqués dans la germination de P. ramosa en réponse aux 

strigolactones (Brun, 2017; Brun et al., 2018). Une étude comparative des transcriptomes à la 

suite d’un traitement avec le miPEP172b de P. ramosa à une concentration induisant 

l’haustoriogenèse et à un traitement avec la CK à une concentration induisant aussi la 

formation des haustoriums, permettrait de confirmer ou d’infirmer l’hypothèse selon laquelle le 
miPEP mimerait l’effet de la CK. Ces analyses permettraient également d’identifier des gènes 
impliqués dans la formation de cet organe spécifique.  

Le miPEP319a d’O. cumana présente un effet inhibiteur de la germination ainsi que de 

l’haustoriogenèse mais ne stimule pas ces deux processus biologiques. Ce miPEP agirait 
donc sur des voies de signalisation différentes de celle des miPEP172 qui montrent des effets 

à la fois stimulant et inhibiteur. Un suivi de l’expression des gènes cibles des miR319 à la suite 
d’un traitement avec ce miPEP par qRT-PCR lors de l’haustoriogenèse, permettrait de 

confirmer cette hypothèse. La cascade de régulation des miR319 lors de l’haustoriogenèse 
pourrait ensuite être identifiée grâce à une analyse RNAseq.  
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Ainsi, les miPEP peuvent être utilisés comme outils pour l’étude des processus biologiques 
particuliers que sont la germination et l’haustoriogenèse des plantes holoparasites O. cumana 

et P. ramosa. Leur utilisation a permis d’identifier des miARN potentiellement impliqués dans 

ces processus biologiques chez O. cumana et P. ramosa et le lien potentiel entre miARN et les 

phytohormones. L’utilisation de miPEP a ainsi permis d’enrichir nos connaissances sur ces 
deux processus biologiques particuliers de ces plantes parasites. 

Les miPEP : vers le développement d’un nouvel agent de biocontrôle spécifique et 
durable ? 

L’effet inhibiteur du miPEP319a sur la germination et l’haustoriogenèse d’O. cumana ainsi que 

sur le nombre d’accrochages de cette plante parasite sur les racines de l’hôte sont des 

résultats prometteurs pour son utilisation en tant qu’agent de biocontrôle de cette plante 

parasite. D’autres miPEP induisent une inhibition de la germination et de l’haustoriogenèse 

dans des proportions différentes. Les miPEP de différentes familles ont montré différents effets 

inhibiteurs de la germination, soit en inhibant la protrusion des radicules uniquement, révélant 

une action en aval de la reprise métabolique ; soit en inhibant à la fois la protrusion des 

radicules et la reprise métabolique des graines, révélant une action en amont de la reprise 

métabolique des graines. L’ensemble de ces données laisse penser qu’un mélange de 

différents miPEP inhibiteurs de la germination et/ou de l’haustoriogenèse pourrait permettre 

une augmentation de l’effet inhibiteur de l’infestation de l’hôte par cet holoparasite. Cette 

hypothèse pourrait être vérifiée en effectuant des tests in vitro de l’effet de différents mélanges 

de miPEP sur les processus de germination et d’haustoriogenèse. Les mélanges présentant 

les meilleurs résultats pourraient ensuite être testés sur des co-cultures de tournesols et d’O. 

cumana.  

Des tests de co-culture pourraient être réalisés avec les miPEP de P. ramosa sur le 

pathosystème colza/P. ramosa pour identifier les miPEP pouvant potentiellement être utilisés 

en tant qu’agent de biocontrôle de cette plante parasite. Les co-cutures de colza et de P. 

ramosa sont largement développées et utilisées au laboratoire, notamment dans la cadre de 

projets tels qu’ORODUR, portant sur l’identification d’accession de colzas présentant une 

résistance à P. ramosa. Le protocole de co-culture a été mis en place au laboratoire par 

Mathieu Gauthier lors de ses travaux de thèse (Gauthier, 2012; Gauthier et al., 2012). Les 

résultats de l’effet des miPEP319 de P. ramosa lors de la germination et de la formation des 

haustoriums sous-tendent que ces miPEP et plus particulièrement le miPEP319a, seraient de 

bons agents de biocontrôle de cette plante parasite. Des expérimentations de co-culture en 

godet permettraient de confirmer ou non cette hypothèse. 
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Les miPEP présentant les meilleurs résultats lors des tests en co-culture seront ensuite testés 

en champ. Il existe différents formats pour l’utilisation d’agents de biocontrôle. Ils peuvent être 

utilisés dans les solutions d’arrosage au sol, en pulvérisation foliaire, sous forme de granulés à 

épandre sur le sol ou encore en enrobage des graines. Les miPEP agissant sur les étapes de 

pré-attachement de la plante parasite sur la plante hôte, les molécules doivent être présentes 

dans le sol. Une étude a récemment montré que le miPEP165a ne migrait pas des racines 

vers les tiges chez A. thaliana (Ormancey et al., 2020), laissant supposer que l’inverse serait 

réciproque. De plus, le cycle de développement de ces plantes parasites étant majoritairement 

souterrain, l’utilisation de la vaporisation foliaire serait inefficace. L’utilisation de ces molécules 

dans les solutions d’arrosage entraînerait l’utilisation d’une quantité très importante en 

molécules pour obtenir une concentration suffisante à proximité immédiate des racines. 

L’ensemble de ces informations nous conduisent ainsi à penser que l’enrobage des graines 

serait le meilleur moyen pour permettre l’action des miPEP. Cette technique est déjà employée 

pour diffuser des composés chimiques de traitement comme des insecticides tels que le 

lindane ou les pyréthrinoïdes de synthèse. Cela permettrait leur libération lors des phases 

précoces de développement de la plante hôte, empêchant l’induction de la germination de 

l’orobanche. L’entreprise MicroPEP Technologies partenaire du projet miPEPiTO est 

responsable de toute la partie formulation et méthode d’utilisation des agents de biocontrôles à 

base de miPEP la plus adaptée pour une utilisation en champ. 

Ce modèle pourrait être étendu à une autre plante parasite, Striga asiatica, dont la disponibilité 

du génome (Yoshida et al., 2019) permet l’identification des miARN et ainsi des miPEP. Cette 

plante est une plante hémiparasite se fixant aux racines de plantes sauvages ou cultivées 

comme le maïs, le riz ou encore la canne à sucre. L’étude de sa biologie, et plus 

particulièrement des processus de germination et d’haustoriogenèse, permettrait d’identifier 

les différences développementales entres les plantes hémiparasites et holoparasites, et plus 

particulièrement si le rôle des miARN lors de ces deux processus sont conservés entre ces 

deux types de plantes parasites.  

L’utilisation de miPEP sur des plantes parasites étant totalement novatrice, la maîtrise de leur 

utilisation couplée à la spécificité de développement des plantes parasites a été longue et 

fastidieuse. La nécessité de la présence d’un stimulant pour induire la germination a 

complexifié la mise en place d’un test efficace. Il a fallu réaliser des tests à l’aveugle afin de 

déterminer les concentrations en stimulant et en miPEP nécessaires à la visualisation d’effets 

potentiels de ces miPEP. Ces étapes de mise en place de protocoles pour aboutir à la 

visualisation du premier effet d’un miPEP ont nécessité un an de travail. La difficulté de mise 

au point d’un test permettant de visualiser l’effet des miPEP lors de la germination, m’a appris 

à être persévérante dans mes recherches. À partir de ce moment s’est ouvert un large éventail 
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de possibilités de tests à réaliser. La compréhension des effets doses réponses entre la 

quantité de stimulant de germination et de miPEP lors de la germination a permis de mettre au 

point un protocole de test plus rapidement sur l’haustoriogenèse. La possibilité d’identification 

de miPEP chez P. ramosa a elle aussi augmenté le champ des possibilités de tests en 

ajoutant une autre espèce de plante parasite. Il a alors fallu faire des choix sur les miPEP et 

sur l’espèce à étudier plus finement. Ces choix se sont basés sur les premiers résultats 

obtenus lors de la germination chez O. cumana et sur ce qui est connu dans la littérature de 

l’implication des miARN lors de la germination. Ces travaux de thèse ont ouvert plusieurs 

possibilités d’utilisation des miPEP chez les orobanches. Ils peuvent servir d’outils d’étude des 

mécanismes moléculaires spécifiques mais aussi d’outils de contrôle du développement de 

ces plantes. L’utilisation de miPEP comme outils d’étude nous permet d’avoir une nouvelle 

approche pour analyser les mécanismes de germination et d’haustoriogenèse permettant 

d’agir directement sur l’expression de miARN cibles sans passer par des étapes de 

transformation de plantes. La possibilité d’utiliser des miPEP comme moyen de lutte contre les 

plantes parasites est une grande avancée dans le développement de biocontrôle. En effet, ces 

peptides sont de petites séquences d’acides aminés qui sont naturellement dégradées dans le 

sol. Leur action spécifique à une espèce permet de cibler spécifiquement la plante parasite à 

éliminer, tout en préservant le reste de l’écosystème d’une parcelle.  
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