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RESUME 

 
 
       Notre travail porte sur l‟extraction, la caractérisation et la quantification de 
quelques métabolites secondaires actifs de l'espèce Laurus nobilis L. appelée 
communément Rend. Les effets antimicrobiens, antioxydants, toxiques et 
antidiabétiques que peuvent engendrer les extraits de cette plante ont été aussi 
évalués. 
 
      Le profil chromatographique de l‟huile essentielle et de l‟hydrolat  est composé 
principalement  de 1.8 cineol et de linalool, comme composés majoritaires avec  
des valeurs respectivement de 24.658 % et 15,223%. L‟étude histologique au 
niveau du limbe et du pétiole a mis en évidence la présence de grosses poches 
entourées de cellules sécrétrices. 
 
       Le criblage préliminaire basé sur des tests spécifiques a révélé la présence 
de substances ayant de grandes valeurs thérapeutiques (flavonoïdes, tanins, 
coumarines, des proanthocyanidols, des alcaloïdes, des saponosides, des 
senosides, des mucilages, des caroténoïdes, des stéroïdes, des stérols et des 
terpènes). L‟analyse quantitative a montré une présence importante des 
polyphénols et des flavonoïdes dans les feuilles de Laurus nobilis. L‟extrait 
méthanolique  représente la teneur la plus élevée en polyphénols totaux (179,09 ± 
4,55 μg EAG/mg d‟extrait) et  en flavonoïdes (9,68 ± 1,64 μg EQ/mg  d‟extrait). 
 
       L‟activité antimicrobienne a montré que l‟huile essentielle possède un spectre 
antimicrobien considérable contre toutes les souches pathogènes testées a 
l‟exception de Pseudomonas aeruginosa qui reste insensible. 
 
       L‟évaluation de l‟activité antioxydante a révélé que l‟extrait méthanolique 
présente, non seulement, un effet piégeur significatif du radical DPPH, mais aussi 
une inhibition élevée de l‟oxydation couplée de β-carotène/acide linoléique 
(p<0.05) et un pouvoir réducteur du fer, comparativement aux antioxydants 
standards (Quercétine et BHT). 
 
       De plus, l‟étude de la toxicité aiguë a montré que l‟huile essentielle de feuilles 
de Laurus nobilis  est légèrement  toxique avec une DL50 égale à  748,75±1,25 
mg/kg du poids corporel. Toute fois, l‟extrait aqueux, l‟extrait méthanolique et 
l‟hydrolat de feuilles de Laurus nobilis n‟ont montré aucun signe de toxicité aiguë. 
 
        Le diabète induit expérimentalement chez des rats mâles par une injection 
unique de la streptozotocine à raison de 60 mg/kg pendant trois semaines  suite à 
différents traitements par les extraits de feuilles a permis de mettre en évidence 
que les extraits polaires  (méthanolique et aqueux) entrainent une diminution  de 
la glycémie, du cholestérol et des  triglycérides avec une augmentation modérée 
de poids corporel . 
 
Mots clé: Laurus nobilis, antimicrobienne, antioxydante, huile essentielle, 
hydrolat, extrait aqueux, extrait méthanolique, diabète,  toxicité aiguë, 
streptozotocine. 



 

ABSTRACT 

 

       In this work, we have performed the extraction, characterization and 
quantification of some active secondary metabolites of the Laurus nobilis species 
commonly known as “Rend”. As well as their anti-microbial, anti-oxidant, toxic and 
antidibetic effects have been evaluated. 
 
      The chromatographic profile of the essential oil and the hydrosol is mainly 
composed of 1.8 cineol and linalool, as majority compounds, with values of 
24.658% and 15.223% respectively. The histological study on the limb and the 
petiole revealed the presence of large pockets surrounded by secretory cells. 
 
       The preliminary screening based on specific tests revealed the presence of 
substances with high therapeutic values (flavonoids, tanins, coumarins, 
proanthocyanidins, alkaloids, saponosides, senosides, mucilages, carotenoids, 
steroids, sterols and terpenes).  
 
       The quantitative analysis showed a significant presence of polyphenols and 
flavonoids in Laurus nobilis leaves. The methanolic extract represents the highest 
content of total polyphenols (179.09 ± 4.55 μg EAG / mg of extract) and flavonoids 
(9.68 ± 1.64 μg EQ / mg of extract). 
 
       The antimicrobial activity proved that the essential oil has a considerable 
antimicrobial spectrum towards all pathogenic strains tested. However no effects 
have been observed on Pseudomonas aeruginosa. 
 
        The evaluation of the antioxidant activity revealed that the methanolic extract 
has not only  a significant scavenging effect of the DPPH radical, but also a high 
inhibitory power of the β-carotene / linoleic acid coupled oxidation (p <0.05) and a 
reducing power of iron compared to standard antioxidants (Quercetin and BHT). 
 
       Furthermore, the acute toxicity study revealed that the essential oil of Laurus 
nobilis leaves is slightly toxic with an LD50 of 748.75 ± 1.25 mg/kg of body weight. 
While the aqueous and methanolic extracts and leaf hydrosol showed no signs of 
acute toxicity. 
 
        The diabetes treatment has been experimentally induced on male rats by a 
single injection of streptozotocin (60 mg/kg) along three weeks, with different leaf 
extracts proved that the polar extracts (methanolic and aqueous) induced a 
decrease in blood glucose levels as well as lipid rates (cholesterol and 
triglycerides) with a moderate increase in body weight. 
 
Key words: Laurus nobilis, antimicrobial, antioxidant, essential oil, hydrosol, 
aqueous extract, methanolic extract, diabetes, acute toxicity, streptozotocin. 
 
 
 

 



 الملخص
 

 
تتمحور هذه الدراسة حول تحدَد ووصؾ وقَاس تركَز بعض المركبات العضوَة الثانوَة الفعالة المستخرجة        

و إبراز الخصائص الطبَة و التأثَرات السامة , من جهة   L Laurus nobilis.من نبات الرند  المعروؾ بإسم   
 .لمختلؾ مستخلصات هذه النبتة من جهة أخري

 ماه  linaloolو eleocin  1.8إن التحلَل الكروماتوؼرافٍ المر فوق بطَؾ الكتلة سمح لنا بالتعرؾ علً أن       
 .علً التوالٍ % 15.223و% 24.658 لكل من الزَت والماء العطرٌ بنسبة تقدر بان الأساسٍانالمكون

كشفت الدراسة النسَجَة علً مستوي النصل والعنق عن وجود جَوب كبَرة تحَط بها خلاَا إفرازَة للزَت      
 .الأساسٍ

 
 لهلامَة النباتَة و المتمثلة فٍ المواد ا,علاجَة الكَمَائٍ تم الكشؾ عن عدة مركبات أخري ذات قَمة الانتقاء     

 التربَن ,  السبونوزَدات, الستَروَد,ؼلَكوزَد سنامكٍ, ناتالكاروتٍ, الفلافونوَد    , عفصال, شباه قلوَةا, 
 . الستَرولى 

   
َحوٌ المستخلص  . الأوراقوقد كشؾ التحلَل الكمٍ عن وجود كمَة معتبرة من الفَنولات و الفلافونوَدات فٍ      

      ( مع مستخلص/ مَكرو غ مكافئ حمض الؽالَك 4,55± 179,09)المَتانولٍ علً الكمَة الأكبر من الفَنولات 
 . ( مع مستخلص/  مَكرو غ مكافئ الكرستَن 1,64 ± 9,68) الفلافونوَداتو 

َمتلك مجال مضادا للمَكروبات معتبر ضد جمَع السلالات  المَكروبَولوجَة أن الزَت الأساسٍ الدراسة بَنت       
               Pseudomonas aeruginosa .علًومع ذلك، لم َلاحظ أٌ تأثَر . المسببة للأمراض التٍ تم اختبارها

               
  ،  DPPH الجذر إزاحة     وكشؾ تقََم النشاط المضاد للأكسدة أن المستخلص المَثانولٍ لا َظهر فقط القدرة عن 

 الحدَد ، عإرجاالقدرة علً و (P<0,05) المزدوجة للبَتاكاروتَن وحمض اللَنولَك للأكسدة عن تثبَط عال أَضابل 
 .(BHT   ىQuercétine)مقارنة مع مضادات الأكسدة النموذجَة 

 
    بالإضافة إلً ذلك ، فقد بَنت دراسة السمَة الحادة أن الزَت الأساسٍ لأوراق هذه النبتة ضعَؾ السمَة حَث   

 فٍ حَن أن .كػ من وزن الجسم /  مػ 1,25±75 ,748 من الحَوانات المخبرَة ب % 50قدرت الجرعة القاتلة ل 
 .المستخلص المائٍ،المستخلص المَتانولٍ و الماء العطرٌ لم َظهروا أٌ علامة للتسمم الحاد

 
 عن طرَق الحقن لمادة ستربتوزوتوسَن ذكرَة جرذان         اظهر علاج مرض السكرٌ المحدث تجرَبَا علً

 ( STZ)  المَثانولٍ َعمل علً خفض  المستخلص المائٍ و  كػ لمدة ثلاث اسابَع ان المستخلص/ مػ60 بتركَز 
 .نسبة السكر فٍ الدم  ومستوي الدهون وتحسَن وزن الجسم 

 
 , الماء العطرٌ, الزَت الأساسٍ, مضاد للأكسدة,مضاد للمَكروبات Laurus nobilis,  : الكلمات المفتاح

 .ستربتوزوتوسَن   ,  السمَة الحادة, سكر الدم, المستخلص المَتانولٍ,المستخلص المائٍ
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INTRODUCTION 

 

 

      Depuis des milliers d’années, l’homme a su exploiter les richesses naturelles 

qui l’entouraient pour se nourrir et se soigner. C’est en consommant les baies, les 

feuilles et les racines des végétaux qui poussaient autour de lui et en observant 

les effets qu’ils avaient sur le bétail et sur lui-même qu’il a progressivement 

identifié les propriétés curatives des plantes. Sur chaque continent se sont ainsi 

développées différentes traditions, basées sur un savoir empirique qui s’est 

transmis et enrichi au fil des générations [1].  

 
      La promotion de la phytothérapie nous permettra de sauvegarder le savoir de 

nos ancêtres qui tend à disparaitre [2]. Alors actuellement, beaucoup de 

laboratoires pharmaceutiques s’intéressent de près aux savoirs médicinaux des 

guérisseurs  et des peuplades primitives menant une vie très proche de la nature. 

Les plantes médicinales sont aussi un facteur économique majeur pour les pays 

en voie de développement [3].  

 
       De nos jours, nous comprenons de plus en plus, que les principes actifs des 

plantes médicinales sont souvent liés aux produits des métabolites secondaires. 

Leurs propriétés sont actuellement pour un bon nombre reconnues et répertoriés, 

et donc mises à profit, dans le cadre de la médecine traditionnelle et également 

dans la médecine allopathique moderne [4] [5].    

 
        Aujourd’hui, on estime que les principes actifs provenant des végétaux 

représentent environ 25% des médicaments prescrits. Soit un total de 120 

composés d’origine naturelle provenant de 90 plantes différentes. En Afrique, près 

de 6377 espèces de plantes sont utilisées, dont plus de 400 sont des plantes  

médicinales qui contribues pour 90% du traitement médicale. Jusqu’en 2004, on a 

estimé que près de 75% de la population africaine ont toujours recours aux 

plantes pour se soigner. De plus ce type de soin est considéré souvent comme 

faisant partie de la médecine douce [5].   
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        Les extraits des plantes commencent à avoir beaucoup d’intérêt comme 

source potentielle de molécules naturelles bioactives. Ils font l’objet d’étude pour 

leur éventuelle utilisation comme alternative pour le traitement des maladies 

contemporaines. 

 
      Ce travail vise à contribuer à l’étude des activités biologiques et 

pharmacologiques  des extraits d’une plante aromatique Laurus nobilis L., qui 

appartient à la famille des lauracées. C’est une des  familles de plantes les plus 

utilisées comme source mondiale d’épices. 

 
       Cette étude s'intègre également dans le contexte plus global de la mise en 

valeur de la biodiversité des plantes aromatiques algériennes dont les objectifs 

principaux peuvent se résumer ainsi: 

 

 Étude macroscopique et microscopique de Laurus nobilis L.  ; 

 Extraction de l’huile  essentielle et de l’hydrolat  de feuilles du Laurus 

nobilis et la détermination de leurs composition chimique par CG-MS ; 

 Extraction des fractions polaires  des feuilles (extrait aqueux et extrait 

méthanolique) ; 

  Screening phytochimique  et dosage de certains métabolites secondaires 

contenus dans les feuilles tels que les composés phénoliques et les 

flavonoïdes; 

 Évaluation de l’activité antimicrobienne de l’huile essentielle par diffusion 

sur gélose et la détermination des concentrations minimales inhibitrices  

(CMI), bactéricides (CMB) et fongicides  (CMF) ; 

 Étude de l’activité antioxydante  des extraits selon trois méthodes (Effet 

scavenger du radical DPPH, Réduction du fer et test de blanchissement du 

β-carotène) ; 

 Évaluation de la toxicité aiguë  de différents extraits de feuilles de Laurus 

nobilis ; 

 Évaluation de l’effet antidiabétique  des extraits de feuilles de Laurus nobilis 

sur des  rats rendus diabétiques par la streptozotocine. 
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CHAPITRE 1 

SYNTTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 
 

1.1. Plantes aromatiques et médicinales 

 
1.1.1. Plantes médicinales 

 
        SCHAWENBERG et al., souligne qu’une plante médicinale est toute plante 

renfermant un ou plusieurs principes actifs capables de prévenir, soulager ou 

guérir des maladies. Certaines plantes contenant toute une gamme de matières 

efficaces peuvent avoir des actions très différentes suivant leur préparation [6].  

 

       Les plantes médicinales ou pharmaceutiques interviennent dans la 

préparation des médicaments. En médecine, les remèdes préparés à partir des 

plantes sont appelés galéniques (du nom de Galien, médecin du premier siècle) 

[7]. 

 
1.1.2. Plantes aromatiques 

 

       Les plantes aromatiques sont constituées par des organes apportant une 

odeur et une saveur destinées à améliorer le bien-être. Il peut s’agir soit d’une 

plante entière ou d’un organe (feuilles, fleurs, fruits, bourgeons, graines, rhizomes 

ou bulbes) [8]. Une plante aromatique se différencie des autres plantes par ces 

principes odoriférants et parfumés appelés huiles essentielles [9].  

 
1.1.3. Phytothérapie 

 

       Étymologiquement, la phytothérapie vient du grec phytos qui veut dire plantes 

et thérapia qui veut dire soins ou traitement [10].  

 
       La phytothérapie représente une partie de la thérapeutique médicamenteuse, 

elle connaît de nos jours une véritable renaissance tant dans le domaine des 

maladies internes qu’en dermatologie et en cosmétologie (savons, eaux, poudres, 

déodorants  à base de plantes) et enfin en balnéothérapie (bain, compresses) [11] 

[12]. 
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1.1.4. Aromathérapie 

 

      L’aromathérapie désigne une branche particulière de la médecine par les 

plantes. Ce terme est composé de deux racines grecques : aroma signifiant 

parfum et thérapie, méthode visant à soigner la maladie ou à soulager le malade. 

L’aromathérapie met en œuvre des essences et des huiles essentielles pures 

extraites de différentes plantes aromatiques appréciées pour leurs propriétés 

thérapeutiques [13]. 

 
       Il est absolument impossible de comparer un extrait de la plante 

(phytothérapie) et une huile essentielle (aromathérapie).Certaines parties de la 

plante, totalement inoffensives en tisane ou en gélule, seraient extrêmement 

toxiques si elles étaient proposées sous forme d’huile essentielle [14].  

 

1.1.5. Hydrolathérapie 

 

       L’hydrolathérapie, ou thérapie par les hydrolats, est une branche de 

l’aromathérapie, elle-même issue de l’ensemble le plus vaste de la phytothérapie. 

C’est une thérapie holistique, elle met en relation l’entité, Corps-Esprit [15]. 

L’hydrolat est donc une forme de thérapie particulièrement douce. Elle ne 

présente pas de phénomènes d’accoutumance ou d’interactions 

médicamenteuses. Elle est alors très indiquée pour les personnes sensibles, 

comme les enfants en bas âges, les femmes enceintes ou les personnes âgées 

[15] [16]. Les hydrolats peuvent être consommés sous forme de tisanes, en spray 

oral, par gouttes ou également comme tonique cutané [15]. 

 
1.1.2. Principales substances actives de la plante 

 
          Les plantes renferment des composants chimiques qui se répartissent en 

des grands groupes: les protides, les glucides, les lipides et les acides nucléiques 

d'une part, les pigments, les tanins, les polymères, les hormones et les essences 

végétales dites huiles essentielles d'autre part. Les premiers sont les constituants 

du métabolisme primaire. Il présent en permanence au sein de la plante. Les 

autres proviennent du métabolisme secondaire et ne sont pas toujours présents 

chez les végétaux [17].  Les métabolites secondaires sont un groupe de molécules 

qui interviennent dans l’adaptation de la plante à son environnement ainsi que 
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dans la régulation des symbioses et d’autres interactions plantes-animaux. Ils 

interviennent aussi dans la défense contre les prédateurs et les pathogènes. Ils 

agissent comme agents allélopathiques ou pour attirer les agents chargés de la 

pollinisation ou de la dissémination des fruits [18].   

 

1.1.2.1. Alcaloïdes  

 

       Formant un groupe très large, les alcaloïdes possèdent presque tous un 

atome d’azote qui les rend pharmaceutiquement très actifs. Certains sont des 

médicaments connus qui ont des vertus thérapeutiques avérés, c’est le cas d’un 

dérivé de la pervenche « Vincarosea »employé  qui traite certains cancers [19].  Ils 

paraissent jouer un rôle défensif chez la plante contre les herbivores et les 

pathogènes. En raison de leur activité biologique puissante, beaucoup d’entre eux 

ont été exploités comme des produits pharmaceutiques, des stimulants, des 

narcotiques et des poisons [20][21].   

 
1.1.2.2. Saponosides  

 

        Ce sont des molécules de forme hétérosidique. Ils se divisent en 

saponosides à génine triterpenique et stéroïdique. Les saponosides (saponines) 

doivent leur nom au fait que comme le savon, elles produisent de la mousse en 

contact avec l’eau [22].   

 
        Les saponines stéroïdiques ont une structure chimique similaire à celle de 

nombreuses hormones humaines (cortisol et œstrogène) et confèrent aux plantes 

qui les contiennent une activité hormonale, comme la réglisse « Glycyrrhiza glabra 

». Les triterpenoides présents dans les racines de primevère « Premulaveris » 

sont de puissants expectorants, mais peuvent aussi faciliter l’absorption des 

éléments nutritifs [23].   

 
1.1.2.3. Phénols  

 

        Ce sont des substances qui possèdent un cycle aromatique portant une 

fonction hydroxyl (phénol) ou plusieurs (polyphenol) [24]. Il existe une très grande 

variété de composés phénoliques, du plus simple comme l’acide salicylique au 

plus complexe comme les tanins. On suppose que les plantes en les produisant, 
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cherchent à se prémunir contre les infections et les insectes phytophages [19]. 

Les phénols sont surtout des antiseptiques « arbutoside de la busserole » et des 

antalgiques [21]. Les acides phénoliques comme l’acide rosmarinique, sont 

fortement antioxydantes et anti-inflammatoires et peuvent avoir des propriétés 

antivirales [19]. 

 
1.1.2.4. Flavonoïdes  

 

       Les flavonoïdes des pigments végétaux, en particulier, jaune et orange. Les 

flavonoïdes présents dans  de nombreuse plantes sont des anti-inflammatoires. La 

rutine présente dans plusieurs arbres tels le citronnier renforce les parois des 

vaisseaux capillaires [23]. Ce sont aussi des antiagrégants plaquettaires non 

toxiques qui empêchent l’adhésion du thrombus à la paroi vasculaire [21]. 

 
1.1.2.5. Tanins  

 

        Les tanins sont des substances de saveur astringente ayant la propriété de 

tanner la peau et de se combiner aux protéines animales par des liaisons 

hydrogènes [25].  Ce sont des composés polyphénoliques qui permettent de 

stopper les hémorragies et de lutter contre les infections. Les plantes riches en 

tanins sont utilisées pour retendre les tissus souples comme dans le cas des 

veines variqueuses, pour drainer les secrétions excessives, comme dans la 

diarrhée et pour réparer les tissus endommagés par un eczéma ou une brulure 

[19]. Il existe des tanins galliques (dont le motif structural de base est l’acide 

gallique) et des tanins catéchiques (oligomères et polymères d’aglycones poly 

phénoliques) [21] [26]. Tous les organes végétaux peuvent en renfermer (racines, 

écorces, feuilles), mais on note une accumulation dans les organes âgés 

(écorces) [26]. Ils donnent un goût amer à l'écorce ou aux feuilles [23]. Ils se 

trouvent dans le cytoplasme de la cellule végétale, ou concentrés dans des 

poches spéciales,  tels que les vacuoles à tanin [27]. 

 
1.1.2.6. Anthocyanes  

 

        Les anthocyanes sont des pigments végétaux hydrosolubles de couleur 

rouge, violette ou bleue [23][28][29]. Ils sont issus de l'hydrolyse des 

anthocyanidines (dérivés poly phénoliques) [24]. Ces pigments sont très répandus 



21 

 

dans le règne végétal. Ils sont proches des flavonoïdes sur le plan de l’origine, de 

la structure et des propriétés pharmacologiques [30]. 

      Ils diminuent la perméabilité des capillaires et augmentent leurs résistances. 

Ils ont aussi une action anti- œdémateuse. Ce sont aussi des colorants végétaux 

autorisés [31]. 

 
1.1.2.7. Huiles essentielles  

 

        Il s’agit de mélanges de composés lipophiles, volatiles et souvent liquides, 

extraits de la plante grâce à des procédés physiques. Les huiles essentielles sont 

responsables de l’odeur caractéristique de la plante [22]. Elles sont largement 

utilisées en parfumerie. Les huiles essentielles sont des composés oxygénés, 

parfois d’origine terpénoïde et possédant un noyau aromatique. Les huiles 

essentielles ont de multiples propriétés [32][33][34][35]. 

 
1.1.2.8. Glucosides 

 

        Un glucoside est constitué de deux composantes, une partie aglycone et 

une partie de sucre. La partie aglycone comprend les métabolites secondaires tels 

que les coumarines, flavonoïdes, hydroxyanthracene. Les glucosides jouent un 

grand rôle dans le stockage des réserves nutritives et de défense de la plante. Le 

cyanure glycosides, (par exemple amygdalin de l'abricot), sort le cyanure 

hydrogène toxique quand les cellules sont endommagées et agissent comme un 

système de défense [36]. Les glucosides cardiaques comme la digitoxine, ont une 

action directe et puissante sur le cœur, Ils l'aident à maintenir le rythme cardiaque 

en cas d’affaiblissement [23]. 

 
1.1.2.9. Coumarines 

 
      Pour la première fois, la coumarine fut isolée de la fève tonka (Coumarouna 

odorata) [37].Ce sont des lactones issues de la cyclisation des acides o-hydroxy-

Z-cinnamiques. Largement distribuées dans le règne végétal, elles sont surtout 

abondantes chez quelques familles, notamment les Apiaceae et les Rutaceae. 

Structuralement, elles peuvent être simples ou polycycliques [38]. Ils peuvent 

contribuer à fluidifier le sang, soigner les affections cutanées. Ce se sont de 

puissants vasodilatateurs [30]. 
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1.1.2.10. Mucilages  

 
      Ce sont des polysaccharides qui forment de véritables mosaïques 

moléculaires. Cette structure chimique leur confère la propriété remarquable de 

gonfler au contact de l'eau avec la formation de masses plastiques ou de solutions 

visqueuses. Ils agissent par action mécanique d’où l'effet laxatif. Le mucilage 

forme une couche protectrice sur la muqueuse intestinale contre les substances 

irritantes [39][40]. Elle  peut être utilisée pour protéger les tissus enflammés et 

calmer la douleur [19]. Un effet hypoglycémiant a été observé avec le fenugrec et 

le tamarin, éventuellement par ralentissement de la résorption des sucres induit 

par les mucilages [8].  

 
1.1.2.11. Caroténoïdes  

 
        Ce sont des molécules tétraterpéniques, constituées de l'enchaînement de 8 

unités isopréniques, possédant un chromophore caractéristique (au moins 10 

doubles liaisons conjuguées) expliquant leur couleur jaune-orangée et leur 

sensibilité à l'oxydation. Les caroténoïdes sont employés en industrie agro-

alimentaire principalement pour leur pouvoir colorant (safran : Crocus sativus L.) 

mais on peut aussi noter qu'ils sont préconisés en cas de photodermatose 

puisqu'ils interfèrent avec les processus de photo-oxydation [41]. 

 
1.2. Étude botanique de Laurier noble  

 
        Le laurier noble, ou laurier-sauce (laurus nobilis L.) est un arbuste ou un 

arbre de la famille des Lauraceaes, à feuilles persistantes et coriaces [42]. 

Etymologiquement, le nom latin laurus signifiant « toujours vert » fait allusion au 

feuillage persistant de la plante et nobilis du latin « fameux » [43]. Son nom et 

aussi symbole du succès dans nos jours à travers le baccalauréat du latin « Bacca 

Lauri » soit baies de laurier [44].  
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1.2.1. Position systématique 

 

       Ce classement se réfère à la classification botanique antérieure QUEZEL et 

SANTA [45]. Synthétisée dans le tableau 1.1. 

 
Tableau 1.1 : Classification botanique de Laurus nobilis L. 

 

Règne Plantes 

Sous règne Plantes vasculaires 

Embranchement Spermaphytes 

Sous embranchement Angiospermes 

Classe Dicotylédones 

Sous classe Dialypétales 

Ordre Laurales 

Famille Lauracées 

Genre Laurus 

Espèce Laurus nobilis 

 
 
1.2.2. Origine et distribution de la plante  

 

   Originaire de l’Asie Mineure, mais, on le rencontre aujourd’hui dans l’ ensemble 

des pays méditerranéens, dans l’ex-Yougoslavie ainsi qu’en Inde [23] [22] [46] 

[47]. 

 
       Le laurier est aussi largement cultivé dans le Maghreb. Actuellement cette 

espèce, spontanée ou cultivée, est présente dans le sud et l'ouest de l'Europe, et 

aux Etats-Unis comme plante ornementale [48] [49] [50] [51] [52] [53] [54] [55] [56] 

[57] [58] [59] [60].Il est commun  dans les ravins et les forets  humides tell Algérois 

et Constantinois [61]. 
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1.2.3. Description botanique de la plante 

 

        Le laurier noble est un arbre généralement dioïque, de 2 à 10 m de hauteur 

.Les branches sont  dirigées dressées, de couleur verte [51] [52] [62] [63] [64] [65] 

[66]. 

       Les feuilles sont alternes, coriaces, persistantes, longues de 16 cm sur 8 

cm large,   atténuées  en  court  pétiole,  penninervées,  entières  et  à  bordures 

crénelées (Figure 1.1, 1.2 et 1.3) [61]. 

      Les feuilles présentent une forme  elliptique ou lancéolée. Elles  dégagent 

une forte odeur aromatique lorsqu’on les froisse. C’est la conséquence de 

l’existence de grosses cellules sécrétrices éparses dans la mésophylle des limbes 

[67]. 

       Les fleurs sont petites.  Elles  apparaissent en mars–avril. Elles sont de 

couleur jaune verdâtre ou vert blanchâtre. Elles sont odorantes et  groupées à 

l’aisselle des feuilles en petits bouquets en forme d’ombelles axillaires 

pédonculées et involucrées (Figure 1.1et 1.2) [23][61][67]. 

       Le fruit est une baie globuleuse, d’un noir profond à maturité, atteignant 2 cm 

de diamètre, sa pulpe est verte, grasse et parfumée (Figure 1.3) [23]. 

 

 

 

 

 

 

 

        Figure 1.1: Branche  florifère                   Figure 1.2: Branche florifère   
                       (Femelle) (Original)                              (Mâle) (Original)  
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Figure 1.3 : Feuilles et baies de Laurus nobilis L. (Original) 

 

 1.2.4. Composition chimique 

        De  nombreuses  études  ont  été  réalisées  pour  la  détermination  de  la 

composition chimique des feuilles de Laurus nobilis. Elles ont montré leur 

richesse en substances actives. Les feuilles fournissent environ10 à 30 ml /kg (1- 

3 %) d’huile essentielle par distillation [68]. 

       Cette huile essentielle est complexe et riche de 270 composants 

actuellement connus, couvrant une grande gamme de molécules aromatiques qui 

sont : 

- Les oxydes monoterpéniques (36%) sous la forme de 

cineole, puissamment actifs sur la fonction respiratoire [69]. 

- Les monoterpénols (18%) en majorité linalol. Ce sont des antibiotiques 

et immunostimulants. 

- Les  monoterpènes  (23%)  surtout  pinènes  et  sabinènes,  qui  sont  

des puissants  toniques généraux mais également antalgiques et 

légèrement immunostimulants. 

- Les esters (15 à 20%) et les phènols méthyl-éthers (4%), permettent 

une action antispasmodique majeure. 

- Les sesquiterpènes (5%), ce sont des composés à 15 carbones, 

doués d’activités anti-inflammatoire et antivirale. 

- Les lactones sesquiterpéniques (costénolide et artémorine) 

anciennement dénommés  principes amers, substances hautement 

 

Baies 

immatures 
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réactives, elles sont responsables des vertus  digestives des plantes 

qui les synthétisent. Ces lactones sesquiterpéniques comprennent un 

groupe réactif, en l’occurrence : α-méthylène-γ-butyrolactone. Ce 

groupe joue un rôle important dans le pouvoir allergisant  [69]. 

 
      Les  feuilles  de  Laurus  nobilis  contiennent  aussi  des  flavonoïdes polaires 

(dérivées  glycosylées de quercétine, kaempferol et de catéchine) et apolaires 

(quatres dérivés acylés  de  kaempferol) [70], des alcaloïdes isoquinoléiques 

(réticuline, aporphinoïdes) [68] et des vitamines (α- tocophérol)[71]. 

 
1.2.5. Utilisation  et vertus thérapeutiques des feuilles de Laurus nobilis 

 
      Les feuilles de Laurus nobilis sont parmi les assaisonnements les plus connus 

dans tous les pays. Elles sont généralement utilisées comme épice valable en 

culinaires (en potages, ragoûts et sauce) et aromatisant en industrie alimentaire 

[72][73][65][74][75]. Cette plante a aussi des applications importantes en 

médecine traditionnelle et représente récemment un sujet de recherche 

scientifique intéressent [59][70][76][77][78][79][80][81][82][83][84][85][86][87] 

[88][89][90][91]. Le laurier noble  est principalement utilisé, par voie orale, dans le 

traitement symptomatique des troubles de l’appareil digestif supérieur tels que le 

ballonnement épigastrique, lenteur de la digestion, éructations et flatulence [23]. 

 
       A l’extérieur, l’huile essentielle est utilisée dans les bains antirhumatismaux 

ainsi qu’en frictions pour les foulures, abcès, ulcères, gale, pelade, pédiculose, 

psoriasis et mycoses. Il est utilisé aussi contre la chute des cheveux [23] [92].En 

outre, l’huile essentielle est utilisée par l’industrie cosmétique, et en 

parfumerie [48][51][52][58][61][73][93][94].  

 
     L’extrait aqueux est utilisé dans la médecine traditionnelle turque comme anti 

hémorroïdal, antirhumatismal, antidiabétique, diurétiques et pour le traitement du 

mal d’estomac  [51][54][59][62][72][73][77][95][96][97][98][99][100]. Il peut être 

utilisé aussi comme antidote lors des morsures de serpent [70]. 

 
        Plusieurs études ont montré que les huiles essentielles sont capables 

de s’attaquer aux microbes les plus puissants, comme le staphylocoque, le 

bacille de Koch (tuberculose) ou le bacille typhique (typhoïde) [91] 
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[101][102][103][104]. 

 
      Dans la médecine traditionnelle iranienne, les feuilles de cette plante ont été 

utilisées pour traiter l’épilepsie et la maladie de Parkinson [105]. 

 
      En Maroc, les feuilles sont prises oralement pour traiter le désordre du foie et 

pour l’hygiène dentaire [106]. 

 
       La concrète et le beurre de laurier noble  étaient utilisés dans la médecine 

vétérinaire ancienne en frictions contre les douleurs diverses dont la fourbure, la 

goutte des volailles. Elles servaient aussi à préserver l’animal des mouches et 

des poux. De nos jours, l’huile de Laurus nobilis entre dans la composition du 

végébon vétérinaire pour les affections de la peau et de la mamelle [107]. 

 
        Bien que les feuilles de laurier noble soient principalement extraites pour 

produire les huiles essentielles qui sont utilisées en pharmacie et en cosmétique, 

la pyrolyse des résidus d’extraction de laurier ont une grande importance comme 

source d’énergie renouvelable [108]. 

 
      La matière végétale de laurier noble épuisée après la distillation pourrait être 

considérée comme alimentation fibreuse ayant de bonnes valeurs énergétiques et 

de digestibilité pour les ruminants [109]. 

 
      L’hydrolat de laurier noble combat les germes et la douleur, pour tous les 

problèmes de bouche (aphtes et douleurs dentaires). On l’utilise aussi pour 

purifier la peau. L’hydrolat est aussi recommandé pour aider les individus 

améliorer la communication avec les autres et avec soi-même [110]. 
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CHAPITRE 2 
MATÉRIEL ET MÉTHODES 

 

 

2.1. Matériels 

 
 2.1.1. Matériel biologique 

 
2.1.1.1. Matériel végétal 

 
       Les feuilles de Laurus nobilis L. ont été récoltées au mois de mars 2014 dans 

la région montagneuse de Blida (Ben Ali). Les plantes évoluent spontanément sur 

le versant Nord-Ouest à une altitude d’environ 750 m, elles évoluent sous bois en 

situation ombragée. Une partie des feuilles fraîches est destinée pour l’extraction 

des composés aromatiques (HE et HY) alors que  l’autre partie est séchée à 

l’ombre et à l’abri de l’humidité. Les échantillons séchés sont broyés dans un 

broyeur électrique (Universel M20) puis mis dans des bocaux hermétiques et 

conservés à température ambiante. Le broyage de la plante permet d'augmenter 

la surface de contact  entre solvant / échantillon. Ainsi, une meilleure infiltration du 

solvant  au sein du matériel végétal  permet une augmentation de l'extraction 

(solide-liquide). 

 
2.1.1.2 Matériel animal 

 
       Les différentes analyses pharmaco-toxicologiques ont été effectuées sur des 

souris et des rats provenant de l’animalerie du CRD-SAIDAL d’ El Harrach. 

 

 Souris : L’animal utilisé est la souris NMRI (Naval Médical Research 

 Institue, Bethesda, Maryland, USA). La souris blanche est la race albinos de la 

souris domestique Mus musculus. Nous avons utilisé durant notre expérimentation 

300 souris (mâles et femelles), âgés de 4 à 6 semaines, dont le poids est  de 20 ± 

2g chacune. 

 

 Rats : Ce sont des rats de race Wistar Albinos d’élevage qui sont très 

utilisés par les laboratoires. Leur facilité d’élevage permet de les faire reproduire 
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en grand nombre. Nos tests ont porté sur  35 rats mâles, âgés d’environ 3 mois, 

d’un poids égal à 200 ± 2g chacun. 

 
2.1.1.3. Souches microbiennes 

 

       L’étude microbiologique a porté sur 35 souches (25 bactéries, 02 levures et 

08 champignons), provenant du laboratoire de microbiologie du CRD-SAIDAL d’El 

Harrach. 

2.2. Méthodes 

 
Site expérimental 
 
Nos essais expérimentaux ont été réalisés au niveau des structures suivantes : 

 

 Laboratoire de recherche  Biotechnologies, Environnement et Santé, 

Faculté SNV, université Saad Dahlab de Blida1 ; 

 Laboratoires des substances naturelles, microbiologie et de 

pharmacotoxicologie du CRD-SAIDAL d’ El Harrach; 

 Laboratoire d’analyse physico-chimique du biotique de groupe SAIDAL ; 

 Laboratoire d’histologie de l’hôpital PARNET du Bâche Djarah ; 

 Laboratoire de chimie organique de l’université Houari Boumediene de Bab 

           El Zouar et du groupe Moubydal. 

 
2.2.1. Identification botanique de la plante 

 
       Les étapes suivies pour l’identification de la plante sont comme suit : 

 

2.2.1.1. Aspect macroscopique 

 

       Des spécimens de la plante récoltés ont été comparés à ceux archivés au 

niveau de l’herbier du jardin d’essai (forme et taille des feuilles et des fleurs, la 

disposition des feuilles sur la tige, type d’inflorescence, pigmentation de la corolle 

des fleurs). 

 
       Nous avons compté le nombre de pétales, de sépales et d’étamines.  La 

forme des feuilles et celle des baies ont été observées 
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2.2.1.2. Aspect microscopique 

 
        Afin de localiser les sites sécréteurs d’HE, nous avons réalisé  des coupes 

transversales sur  la feuille et sur le  pétiole au niveau du laboratoire d’histologie 

de l’hôpital PARNET du Bâche Djarah. L’étude histologique a été faite par la 

réalisation des coupes au microtome (LEICA RM 2125 RT) des fragments   

d’organes de Laurus nobilis inclus dans la paraffine [111][112] (Appendice D.1). 

 
2.2.2. Extraction de la fraction aromatique de Laurus nobilis  

2.2.2.1. Cinétique d’extraction 

 
        La cinétique se définit comme étant l’évolution du rendement en fonction du 

temps. 

 
      L’extraction que nous avons adopté est une hydrodistillation, constitué de 

quatre parties principales : le chauffe ballon, le ballon volumétrique, le réfrigérant 

et le récipient en verre. 

 
       Les différentes étapes suivies pour la réalisation de la cinétique sont 

mentionnées dans l’Appendice D.2. 

 
      Le rendement est calculé par la formule suivante : 

 
 

 
R : rendement ; 

MHE : masse de l’huile essentielle ; 

MV : masse du végétal utilisé dans l’hydrodistillation. 

 

2.2.2.2. Extraction par hydrodistillation 

                                                                                                                                                                                                         
          L’hydrodistillation du Laurus nobilis (feuilles fraîches) est réalisée à l’aide 

d’un dispositif de type Clevenger (Figure 2.1). 

 
        Les feuilles fraîches (200g) sont introduites dans un ballon de 3 litres rempli 

d’eau au 2/3, l’ensemble est porté à ébullition pendant 2 heures. La vapeur d’eau 

traverse la matière végétale. Cette vapeur chargée d’huile essentielle, migre vers 

R % =MHE.100 / MV  
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le réfrigérant .Elle passe alors dans un alambic où circule l’eau froide en continu à 

l’aide d’un système de circuit fermer, la température se situe entre  12°C à 13°C. 

Ainsi, les vapeurs chargées d’huile essentielle, se condensent en liquide [113]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

             Figure 2.1 : Hydrodistillation  de feuilles du Laurus nobilis   
                     (Dispositif Clevenger)  (Original) 

 
2.2.2.3. Isolation des huiles essentielles 

 
       Après deux heures d’extraction, la vapeur condensée obtenue conduit à deux 

phases : 

 
- Une phase organique (huile essentielle) qui est séparée de l’eau par simple 

décantation. La quantité d’HE obtenue est pesée pour le calcul du rendement.  

L’huile essentielle est conservée au frais, dans un flacon en verre teinté, 

hermétiquement clos. 

 
- Une phase aqueuse (eau aromatique ou hydrolat) qui contient une quantité non 

négligeable d’essence sous forme solubilisée. La récupération de cette huile est 

réalisée par extraction liquide-liquide avec un solvant organique (éther 

diéthylique). L’utilisation d’un rotavapeur permet d’éliminer l’éther et d’obtenir l’HE 

dissoute dans l’hydrolat. 

 

 

Réfrigérant 

Ballon 

Chauffe 
ballon 
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2.2.2.4. Détermination du rendement en huile essentielle 

 
       Le rendement est défini comme étant le rapport entre la masse d’huile 

essentielle obtenue après l’extraction et la masse végétale traitée [114].  

 
 

 

 
MHE : Masse d’huile essentielle récupérée(g); 

MV : Masse de la matière végétale fraîche (g); 

R    : Rendement en huile essentielle (%). 

 

2.2.2.5. Analyses physico-chimiques, organoleptiques et chromatographiques 

de la fraction aromatique (HE et HY) 

 

       Ces analyses nous permettent d’évaluer les propriétés organoleptiques et 

physicochimiques de la fraction aromatique. Elles sont effectuées selon les 

normes d’Afnor [115]. 

 
2.2.2.5.1. Propriétés organoleptiques de l’huile essentielle et de l’hydrolat 

 

      Les différentes caractéristiques organoleptiques (aspect, couleur et odeur) 

de l’huile essentielle et de l’eau aromatique ont été notées. 

 
2.2.2.5.2. Mesure des indices chimiques 

 

   Indice acide 

       L’indice d’acide est le nombre de milligrammes d’hydroxyde de potassium 

nécessaire  à  la  neutralisation  des  acides  libres  contenus  dans  1  g  

d’huile essentielle. 

 
Mode opératoire 

 
Peser  2 g d’huile essentielle,  ajouter 5  ml  d’éthanol 95 %, plus  

quelques gouttes de phénolphtaléine. Titrer avec du KOH alcoolique à 0.1mol/l 

jusqu’au virage rose de la solution.  Noter le volume du KOH. 

 

R% = MHE.100 / MV 
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      L’indice d’acide (IA) est donné par la formule suivante : 

 

        

 

V: volume (ml) de KOH utilisé pour titrage ; 

C : concentration en (mol/l) de KOH ; 

M : masse en (g) de la prise d’essai. 

 

 Indice d’ester 

 
      C’est le nombre de milligrammes d’hydroxyde de potassium nécessaire à 

la neutralisation  des acides libérés par l’hydrolyse des esters contenus dans 1 

g d’huile essentielle. 

 
Mode opératoire 

 
      Introduire 1 g d’huile essentielle dans un ballon en verre d’une capacité de 

100 ml puis à l’aide d’une burette ajouter 25 ml de solution de KOH alcoolique 

(0,5mol/l) ainsi que des fragments de pierre ponce ou de porcelaine. 

 
       Adapter le réfrigérant à reflux au ballon et le placer dans un bain Marie, 

maintenir le ballon durant 30 minutes à partir de l’ébullition. 

 
       Laisser refroidir, démonter le tube du réfrigérant ajouter 20 ml d’eau 

distillée puis quelques gouttes de phénolphtaléines. 

     Titrer l’excès de KOH avec une solution d’HCL (0,5mol/l). Le volume d’HCL  

correspond au V1. 

 
       Cette manipulation est menée en parallèle avec un essai blanc, en utilisant 

les mêmes  réactifs et dans les mêmes conditions opératoires. Le volume de 

HCl correspond au V0 . 

 

 

 

 

 

IA= V .C.56 ,11 /M 
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       L’indice d’ester (IE) est calculé par l’équation suivante : 

 

IE= (28.05/M) (V0-V1) - IA 

 

M : masse en (g) de l’huile essentielle utilisé ; 

V0 : volume en (ml) de HCl utilisé pour l’essai blanc ; 

V1 : volume en (ml) de HCl utilisé pour la détermination de l’indice d’ester. 

 

 Mesure de la miscibilité à l’éthanol 

 
       Adition graduelle à une prise d’essai de l’huile essentielle, à la température 

de 20 °C, d’une solution d’éthanol de titre alcoométrique convenable. 

     Ajouter,  à  l’aide  de  la  burette,  un  mélange  hydroéthanolique  de  titre 

alcoométrique déterminé, préalablement amené à une température de 20°C± 

0.2°C, par fraction de 0.1ml, jusqu’à miscibilité complète, en agitant 

énergiquement après chaque addition. Lorsque le  mélange est parfaitement 

limpide, noter le volume du mélange hydro-éthanolique utilisé [94]. 

 
2.2.2.5.3. Mesures des grandeurs physiques 

 

 Densité relative à 20 °C (d20) 

 
        C’est le rapport de la masse d’un certain volume d’une huile essentielle à 

20°C, à la masse d’un volume égal d’eau distillée à 20 °C    . 

 
Mode opératoire 

 
Peser à 0,001 g prés un pycnomètre d’une capacité de 5 ml muni de 

son bouchon. 

 
       Remplir le pycnomètre d’eau distillée, le plonger dans le bain 

thermostatique et attendre 30 min. Boucher le pycnomètre et essuyer l’extérieur 

avec un chiffon sec, le peser avec son bouchon à 0.001 g prés. 

Vider le pycnomètre et le nettoyer.  

Effectuer la même opération pour l’HE.    
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       La  densité  relative  de  l’huile  essentielle  (d20) est  donnée  par  la  

formule suivante : 

                                           d 20 = (m2-m0) / (m1-m0) 

 

m0 : masse de pycnomètre vide (g) ; 

m1 : masse du pycnomètre rempli d’eau (g) ; 

m2 : masse du pycnomètre rempli d’HE (g). 

 

 Indice de réfraction 

 
      C’est le rapport entre le sinus de l’angle d’incidence et le sinus d’un rayon 

lumineux de longueur d’onde déterminée, passant de l’air dans l’huile 

essentielle qui est maintenue à une température constante. 

 
Mode opératoire 

 
Régler le réfractomètre en mesurant l’indice de réfraction de l’eau distillée 

qui est de 1.333 à une température de 20 °C. Après ouverture du prisme 

secondaire, on dispose 2 gouttes d’HE sur la partie centrale du prisme principal. 

Ensuite, nous  fermons  délicatement  le  prisme  secondaire.  La  lecture  de  

la  mesure s’effectue à une température stable. 

 
       L’indice de réfraction IR, à la température de référence t, est donné par 

l’équation suivante : 

                                                   IR = nt’  + 0,00004 (t’- t) 

 

nt
’
: valeur de la lecture obtenue à la température t

’ 
; 

t’ : température à laquelle la mesure est  effectuée ; 

t : température de référence (20°C). 
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 Pouvoir rotatoire 

 
La mesure d’angle de rotation a été faite par un  polarimètre 

automatique de type  SCHMIDT  HAENSCH, il suffit d'insérer le tube 

d'observation rempli d'un échantillon liquide dans la cavité pour échantillon et 

d'appuyer sur le bouton START. 

 
Les valeurs des mesures sont affichées de façon digitale en gros 

caractères et faciles à lire sur un écran couleur. 

 
2.2.2.5.4. Analyses chromatographique de la fraction aromatique (HE et HY) 

 

     Les analyses chromatographiques des HE et HY ont été effectuées par 

CG/MS. Le type d’appareil utilisé est Hewlett Packard 6890 N couplé avec un 

spectromètre de masse 5973N. Une quantité de 1μl d’HE ou d’HY diluée dans le 

dichlorométhane est prélevée et injectée dans l’appareillage pour déclencher les 

procédures d’analyse. 

 

       La fragmentation est effectuée par impact électronique à 70 eV. La colonne 

utilisée est une colonne capillaire HP-5MS (30 m × 0.25 mm). La température de 

la colonne est programmée de 50 °C à 250 °C à raison de 4 °C mn-1. Le gaz 

vecteur est l’hélium dont le débit est fixé à 1 ml/mn. L’appareil est relié à un 

système informatique gérant une bibliothèque de spectre de masse NIST 98 et 

piloté par un logiciel « HP ChemStation ». Ceci permettra l’identification des 

constituants aromatiques de l’HE et de l’HY. 

 
2.2.2.6. Préparation des extraits de Laurus nobilis  

 
2.2.2.6.1. Détermination du taux d’humidité 

 
      Le taux d’humidité est la quantité d’eau en millilitre contenue dans une 

quantité connue de matériel végétal. Elle est déterminée à l’aide de l’appareil 

DEAN et STARK. 
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Mode opératoire 

 
      20 g de matériel végétal sont introduits dans un ballon volumétrique de 500 ml  

relié par un tube de raccordement à un réfrigèrent à reflux et à un tube collecteur 

gradué, rempli au 2/3 de son volume par du toluène (C7 H8). Sous l’effet du 

chauffage le solvant ainsi que l’eau dans le végétal s’évaporent, dans le 

réfrigérant les vapeurs se condensent en gouttelettes qui s’accumulent dans le 

tube gradué (eau en bas et solvant en haut), l’opération dure jusqu’au moment ou 

le niveau d’eau dans le tube gradué devient constant et le solvant devient limpide, 

correspondant à un temps 24 heures. 

 
      Après refroidissement, le volume d’eau est lu et le taux d’humidité est calculé 

comme suit : 

 

 

TH : Taux d’humidité ; 

V : Volume d’eau lu dans le tube gradué ; 

M : Masse végétale fraîche utilisée ; 

0,998 : Densité de l’eau. 

      La teneur en eau doit être inférieure ou égale à 10% [116]. 

 
2.2.2.6.2. Extrait aqueux 

 
      L’extrait aqueux (EAQ) est préparé en suivant la méthode décrite par 

LJUBUNCIC et ses collaborateurs [117], avec quelques modifications. Cet extrait 

est obtenu à partir de l’infusion de 10 g de poudre des feuilles dans 100 ml d’eau 

distillée sous agitation magnétique à 90°C pendant 20 mn à raison de 350 Tr/mn. 

Ensuite une filtration rapide sur compresses stériles, puis sur papier filtre a été 

effectuée. Le filtrat est placé dans l’étuve à 50°C et, conservé par la suite à - 4°C 

jusqu’à son utilisation (Appendice E.1).  

 
      2.2.2.6.3. Extrait méthanolique 

 
       L’extraction est réalisée selon la méthode de LAKIĆ et ses collaborateurs 

[118] avec modification, L’extrait méthanolique  des feuilles  de Laurus nobilis a 

été préparé à partir de la matière sèche finement broyée à l’aide d’un broyeur 

TH= V.100. 0,998 /M 
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électrique, 100 g de poudre de feuille sont  macérés dans 1 litre de mélange 

méthanol/eau distillé (80/20) à l'ombre pendant 24 heures. Le macérât est par la 

suite filtré deux fois sur compresses stériles puis à travers le papier filtre. Une 

deuxième macération a été réalisée sur le sédiment en respectant les mêmes 

étapes que la première macération pendant 48 heures. Une troisième macération 

a été réalisée sur le deuxième sédiment de la même façon mais pendant 72 

heures. Les filtrats sont recombinés puis évaporés par un rota-vapeur à 35°C et 

les résidus finaux sont séchés dans une étuve à 45°C, jusqu’à l’obtention d’un 

extrait sous forme de poudre  qui sera conservé à - 4°C  jusqu’à son utilisation 

(Appendice E.2). 

 
2.2.2.6.4. Calcul du rendement en extraits  

 
              Le rendement de la plante en extraits est le rapport entre le poids de l'extrait et 

le poids de la plante à traiter [119]. 

 
      Le rendement est exprimé en pourcentage est  calculé comme suit : 

 

 

 

Où 

R: Rendement de l'extrait en pourcentage; 

PE: Poids de l'extrait en gramme; 

PA: Poids de la plante en gramme. 

 
2.2.2.6.5. Etude phytochimique de Laurus nobilis 

 

      C’est une technique qui permet de déterminer les différents groupes chimiques 

contenus dans un organe végétal. Ce sont des réactions physicochimiques qui 

permettent d’identifier la présence  ou l’absence des substances chimiques. Ils 

sont réalisés soit sur la poudre de Laurus nobilis, soit sur un infusé. Les résultats 

seront classés selon : 

 
      - Réaction franchement positive : + + + 

        - Réaction moyennement positive : + + 

        - Réaction positive : + 

R%= PE/PA x 100 
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       - Réaction difficile à interpréter : ± 

        - Réaction négative : - [120]. 

 
 Alcaloïdes  

 
                 Introduire 1ml de filtrat dans un tube à essais, ajouter cinq gouttes de réactif 

de Dragendorff. En laissant reposer 10 minutes. En présence d’alcaloïde, le réactif 

de dragendroff, donne un précipité rouge-orange [121][122][123]. 

 

 tanins  

 
                 Introduire dans un tube à essai 5 ml de l’infusé à 5%, ajouter goutte à goutte 

environ 1ml de solution aqueuse diluée de FeCl3 à 1% : en présence des tanins, il 

se développe une coloration verdâtre (tanins catéchiques) ou bleu noirâtre (tanins 

galliques). 

 
      La différenciation des tanins (cathéchiques et galliques) est obtenue par la 

réaction de Stiasny (10 ml de formol + 5 ml d’acide chlorhydrique) : A 30ml 

d’infusé à 5%, ajouter 15 ml de réactif de Stiasny puis chauffer au bain -Marie à 

90°C pendant 15 à 30 minutes dans un ballon muni d’un réfrigérant à reflux.     

            
      L’apparition d’un précipité montre la présence des tanins cathéchiques. Filtrer 

et saturer le filtrat avec 10 ml d’une solution d’acétate de sodium pulvérisée puis 

ajouter quelques gouttes de solution de FeCl3 à 1% (1ml). Le développement 

d’une teinte bleu-noirâtre indique la présence des tanins galliques non précipités 

par le réactif de Stiasny [124]. 

 
 Flavonoïdes 

 

 Anthocyanes 

 
              2 ml d’infusé sont ajoutés à 2 ml d’acide chlorhydrique 2N. L’apparition d’une 

coloration rose-rouge qui vire au bleu-violacé par addition d’ammoniac indique la 

présence d’anthocyanes [125]. 
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 Proanthocyanidols  

 
         À 2 ml d’infusé sont additionnés 2 ml d’acide chlorhydrique concentré, 

l’ensemble  est chauffé durant  cinq minutes dans un bain-Marie bouillant,  

l’apparition d’une coloration rouge indique une réaction positive [125].  

 

 Réaction cyanhydrique (Cyanidine) 

  
       Dans un tube à essai, introduire 5 ml d’infusé et ajouter 5 ml d’alcool 

chlorhydrique (éthanol à 95%, eau distillée, HCl concentré à parties égales en 

volume) puis quelques copeaux de zinc ou de magnésium et 1 ml d’alcool 

isoamylique. L’apparition d’une coloration : rose orangée (flavones), rose violacé 

(flavonones) ou rouge (flavonols, flavanonols) rassemblé dans la couche 

surnageant d’alcool isoamylique indique la presence d’un flavonoide libre (génine) 

[123]. 

 

 Leucoanthocyanes  

 

      Nous avons effectué la réaction à la cyanidine sans ajouter les copeaux de 

magnésium. On  chauffe au bain-Marie pendant 15 mn. En présence de 

leucoanthocyanes, il se développe une coloration rouge cerise ou violacée. Les 

catéchols donnent une teinte brun-rouge [123]. 

 

 Anthraquinones libres (Réaction de  Bornträger) 

 
               À 1g de poudre, ajouter 10 ml de chloroforme et chauffer pendent 3 mn sur 

bain-Marie. Filtrer à chaud et compléter à 10 ml avec le même solvant si 

nécessaire. 

 
      À une partie du résidu de la poudre épuisée par le chloroforme, ajouter 10 ml 

d’eau distillée et 1 ml d’acide chlorhydrique concentré. Ensuite maintenir le tube à 

essais dans un bain marie bouillant pendant 15 minutes. Refroidir le tube sous un 

courant d’eau et filtrer. 
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        À 1 ml de l’extrait chloroformique obtenu, ajouter 1 ml de NH4OH diluée puis 

agiter. Une coloration plus au moins rouge indique la présence d’anthraquinones 

libres [120][125][126][127]. 

 

 Anthraquinones combinés  

 
                Sur la poudre précédemment épuisée par le dichlorométhane, ajouter 10 ml 

d’eau distillée et 1 ml de HCl, chauffer au bain marie pendant 15 mn puis filtrer. 

Prendre 5 ml de ce filtrat, extraire avec 5 ml de dichlorométhane. A la phase 

organique ajouter 1 ml de NH4OH diluée à 25%. L’apparition d’une coloration 

rouge indique la présence d’anthraquinone sous la forme d’O-hétérosides [122]. 

 
 Hétérosides cardiotoniques (Réaction de Libermann Burchard) 

 
         Ajouter à 1g de poudre 10 ml d’éthanol à 60% et 5 ml d’acétate de plomb à 

10%. Chauffer sur bain - Marie pendant 10 mn et filtrer. Agiter le filtrat avec 10ml 

de chloroforme sans formation d’émulsion. Laisser décanter. Puis soutirer la 

phase chloroformique et évaporer à sec. Reprendre le résidu avec 2 ml 

d’isopropanol. 

 
                  A 1 ml de l’extrait, ajouter 1/5 du volume d’anhydride acétique, puis, goutte à 

goutte de l’acide sulfurique concentré : il se développe d’abord une coloration 

rouge, ensuite bleue et enfin verte. La réaction de Liebermann est caractéristique 

pour les substances dérivées de la bufanolide [116]. 

 
 stérols et terpènes (Réaction de Liebermann-Buchard) 

 
       Introduire dans un tube à essais 1 g de poudre et 20 ml d’éther. Boucher, 

agiter et laisser en contact pendant 24 heures. Après ce temps, filtrer et compléter 

à 20 ml avec de l’éther. 

 
                Évaporer à sec dans une capsule 10 ml d’extrait. Dissoudre le résidu  obtenu 

dans 1 ml d’anhydride acétique avec 1 ml de chloroforme et recueillir la solution 

dans un tube à essais. Ajouter 1 à 2 ml d’acide sulfurique concentré au fond du 

tube à essais à l’aide d’une pipette et ne pas agiter. La formation d’un anneau 
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rouge-brunâtre ou violet à la zone de deux liquides et la coloration verte ou violette 

de la couche surnageant révèlent la présence de stérols et de triterpènes [124]. 

 
 Caroténoïdes (Carr et Price) 

     
                 Après évaporation jusqu’à sec de 5 ml d’extrait méthanolique, ajouter 2 à 3 

gouttes d’une solution saturée de trichlorure d’antimoine dans du chloroforme ou 

dans du tétrachlorure de carbone (CCl4). Il se développe en présence de 

caroténoïdes une coloration bleue devenant rouge par la suite [120][128]. 

 
 Stéroïdes (Test de Salkowski) 

 
              5 gouttes de H2SO4 concentré sont ajoutées à 1 ml d’extrait, l’observation 

d’une coloration rouge dans l’extrait indique la présence de stéroïdes. 

 
 Sennosides  

 
      Dans une fiole conique introduire 2,5 g de poudre ; puis ajouter 50 ml d’eau 

distillée et 2 ml d’acide chlorhydrique concentré, chauffer dans un bain-Marie 

pendant 15 mn, laissez refroidir et agiter avec 40 ml d’éther, séparer la couche 

éthérée puis évaporer. 

        Au résidu refroidi, ajouter 5 ml d’ammoniaque diluée (1/2). Il se développe 

une coloration jaune ou orange en présence de sennosides. Chauffer au bain-

Marie pendant 2 mn, il se développe une coloration violette rouge en présence de 

sennosides. 

 
 Saponosides  (Test de mousse) 

 
                   Dans un tube à essai un ml d’infusé est agité vigoureusement pendant 2 mn. 

                        L’observation de mousse indique la présence de saponosides dans l’infusé [122]. 

           
 Glucosides  (Réaction à l’acide sulfurique) 

  
      Mettre deux gouttes de l’acide sulfurique concentré sur une masse de la 

poudre végétale. En présence des glucosides. La masse se colore en rouge 

brique, puis en violet [116]. 
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 Mucilage   

 
        On introduit 1 ml du décocté à 10 % dans un tube à essai et on  ajoute 5 ml 

d’éthanol absolu. Après une dizaine de minutes, l’obtention d’un précipité 

floconneux par mélange, indique la présence de mucilages [120][123][128]. 

 
 Coumarines 

 
        On fait bouillir 2 g de poudre végétale dans 20 ml d’alcool éthylique pendant 

15 min dans un bain marie, après refroidissement on filtre. On prend 5 ml du filtrat 

auquel on ajoute 10 gouttes de KOH 10 % et quelques gouttes d’HCl 10 %, 

l’apparition d’un trouble indique la présence des coumarines [129]. 

 
2.2.2.6.6. Dosage des poly phénols et des flavonoïdes  

 

2.2.2.6.6.1. Dosage des polyphénols 

 
        La teneur en composés phénoliques des différents extraits de Laurus nobilis 

a été estimée par la méthode de Folin-Ciocalteu [130][131][132] basée sur la 

réduction en milieu alcalin de la mixture phosphotungstique (H3PW12O40) 

phosphomolybdique (H3PMO12O40) du réactif de Folin-Ciocalteu par les 

groupement oxydables des composés polyphénoliques, conduisant à la formation 

de produits de réduction de couleur bleu. Ces derniers présentent un maximum 

d’absorption à 765 nm dont l’intensité est proportionnelle à la quantité de 

polyphénols présents dans l’échantillon [133]. Brièvement, 500 μl du réactif Folin-

Ciocalteu sont ajoutés à 100 μl d’extrait avec des concentrations bien 

déterminées. Quatre minutes après, 400 μl de la solution de carbonate de sodium 

(Na2CO3) d’une concentration de 75 mg/ml sont additionnées au mélange 

réactionnel. Après incubation de 2 heures à température ambiante et à l’abri de la 

lumière, l’absorbance est lue à 765 nm. 

 
       La courbe d’étalonnage est réalisée par l’acide gallique (0-160 μg/ml). Les 

concentrations des composés phénoliques sont déterminées à partir de la courbe 

d’étalonnage. Les résultats sont exprimées en μg équivalent d’acide gallique par 

mg d’extrait (μg  EAG/ mg). 
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2.2.2.6.6.2. Dosage des flavonoïdes 

 
        La méthode du trichlorure d’aluminium est utilisée pour quantifier les 

flavonoïdes dans l’extrait de Laurus nobilis [134][135][136]. 500 µl de chaque 

extrait à analyser sont ajoutés à 1500 µl de méthanol à 95 %, 100 µl de AlCl3 à 10 

% (m/v), 100 µl d’acétate de sodium 1 M et 2,8 ml d’eau distillée. Le mélange est 

agité puis incubé à l’obscurité et à température ambiante pendant 30 min. Le 

blanc est réalisé par remplacement de l’extrait par du méthanol à 95 % et 

l’absorbance est mesurée à 415 nm en utilisant un spectrophotomètre UV. Les 

résultats sont exprimés en μg équivalent quercétine/mg d’extrait en se référant à 

la courbe d’étalonnage de la quercétine. 

 
2.2.2.7. Etude de l’activité antimicrobienne  

 

 Souches microbiennes étudiées 

 
               Les germes qui ont été testés pour déceler l’activité antimicrobienne de l’huile 

essentielle de Laurus nobilis sont les suivants : 

        - Onze souches de collections internationale ATCC  (American  Type  Culture 

Collection) : Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027, Bacillus subtilis ATCC 9372, 

Escherichia coli ATCC 4157, Entérococcus faecuim ATCC 6569, Bordetella 

bronchiseptica ATCC 4617, Staphylococcus aureus ATCC 6538, Klebsiella 

pneumoniae ATCC 4352, Entérococcus faecalis ATCC 29212, Enterobacter 

claoceai ATCC 13047, Proteus mirabilis ATCC 49452, Listera monocytogenes 

ATCC 15313, Pseudomonas fluorescens ATCC 13525. 

        - Quatorze souches cliniques isolées de patients hospitalisés ont été conservées 

jusqu'à leurs utilisation lors de notre expérimentation (au centre hospitalier 

universitaire Mustapha Pacha): Staphylococcus aureus, Pseudomonas 

aeruginosa, Escherichia coli, Acinetobacter baumannii, Lactobacillus sp., 

Citrobacter freundii, Enterobacter sp., Klebsiella oxytoca, Providencia 

alcalifaciens, Salmonella sp., Serratia marcescens, Shigelle sp., Staphylococcus 

epidermidis, Salmonella typhimurium. 
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        - Nous avons utilisé deux levures de références à savoir Candida albicans ATCC 

24433, Saccharomyces cerevisiae ATCC 2601. 

       - Huit souches fongiques utilisées appartiennent à trois genres de moisissures : 

Fusarium moniliforme ATCC 52539, Fusarium  sporotrichoides VTT D-72014, 

Fusarium oxysporum MNHN 963917,  Penicillium expansum ATCC 24692, 

Penicillium digitatum PHI26, Asppergillus parasiticus ATCC 16992, Aspergillus 

flavus MNHN 994294, Aspergillus niger ATCC 16404,  

               Ils  nous ont tous été fournie par le laboratoire de microbiologie du CRD-

SAIDAL d’ El Harrach. 

 Milieux de cultures et produits actifs 

       Trois milieux de culture ont été utilisés : 

       - Muller-Hinton pour les bactéries ; 

       - Sabouraud pour les levures ; 

       - Potato-Dextrose-Agar (PDA) pour les champignons. 

 
2.2.2.7.1. Etude qualitative de l’activité antimicrobienne (aromatogramme) 

 
      La technique d’aromatogramme consiste à utiliser des disques de papier 

absorbants stériles (9 mm de diamètre) imprégnés des différents produits à tester. 

Les disques sont déposés à la surface de la gélose uniformément ensemencée 

avec une suspension de la souche à étudier. La diffusion des produits testés à 

partir du disque placé en surface sur la gélose détermine un gradient de 

concentration. Les micro-organismes croissent sur toute la surface de la gélose 

sauf là ou elles rencontrent une concentration du produit testé suffisante pour 

inhiber leur croissance. Après incubation autour des disques, nous observons une 

zone circulaire claire indemne de colonies, c’est la zone d’inhibition. Plus le 

diamètre de cette zone est grand, plus la souche est sensible à l’antibiotique. Plus 

il est petit, plus la bactérie est résistante [137][138][101]. Cette méthode est tirée 

du principe du titrage des antibiotiques « Pharmacopée Européenne 2002 », et 

son application pour les huiles essentielles a été validée par le département de 

microbiologie du C.R.D Saidal. Elle a été aussi utilisée par certains auteurs 

[139][140][141][142][143][144][145][146][147]. 
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       Le protocole expérimental suivi pour la réalisation de la méthode de 

l’aromatogramme est mentionné dans l’Appendice D.3. 

 
2.2.2.7.2. Etude quantitative de l’activité antimicrobienne de l’HE 

 
       Cette étude nous permettra de déterminer les concentrations minimales           

inhibitrices (CMI), les concentrations minimales bactéricides (CMB) et les 

concentrations minimales fongicides (CMF) des souches testées. 

 
2.2.2.7.2.1. Détermination des CMI 

 
Cette méthode a comme principe d’effectuer des dilutions de l’huile essentielle 

dans le milieu gélose solide MH pour les bactéries et SAB pour les levures [148], 

puis inoculer ce milieu avec les souches testées. Ces différentes dilutions nous 

permettent de définir la plus faible concentration qui inhibera la croissance 

microbienne [149]. 

 
       Le protocole expérimental suivi pour déterminer les concentrations minimales 

inhibitrices (CMI) est mentionné dans l’Appendice D.4. 

 
2.2.2.7.2.2. Détermination des CMB/CMF 

 
       Après repérage des disques ou aucune croissance n’est présente lors de la 

détermination des CMI, l’expérimentation se poursuit en vue de la détermination 

des CMB et CMF. 

 
       Elle consiste à déterminer la plus faible concentration de l’HE où aucune 

subcroissance microbienne n’est visible qu’après subculture dans un milieu 

indemne de l’HE à 37 °C pendant 24h pour les bactéries et 25 °C pendant 48h 

pour les levures.     

    
       Le protocole expérimental suivi pour déterminer les concentrations minimales 

bactéricides (CMB) et les concentrations minimales fongicides (CMF) des souches 

testées.est mentionné dans l’Appendice D.5. 
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2.2.2.7.3. Étude in vitro de l’activité antifongique de l’HE (Méthode de contact   

direct)                              

      L'évaluation de l’activité de l’huile essentielle de Laurus nobilis sur la 

croissance mycélienne des huit souches de  champignons a été entreprise en 

utilisant la technique de contact direct [150], avec de légères modifications. Cette 

méthode repose sur l’étude de l’effet de l’incorporation de différentes 

concentrations de l’huile essentielle dans le milieu de culture sur la croissance des 

souches fongiques.  

       Du fait de la non miscibilité des huiles essentielles à l'eau et donc aux milieux 

de culture, une mise en émulsion  de ces huiles a été réalisée par le Tween 80, 

afin d’obtenir dans le milieu une répartition homogène des composes à l ‘état 

dispersé [151]. 

       Une série de dilutions des huiles essentielles a été préparée pour obtenir les 

concentrations finales 0 (témoin), 0.03, 0.625, 0.125, 0.25, 0.5, 1 et 2 %. Ainsi, 20 

ml de la solution a été coulée, sous agitation magnétique, dans les boites de Pétri. 

Un disque de 6 mm de diamètre de culture jeune de 7 jours de chaque 

champignon (105 spores /ml) a été déposé au centre de la boite de Pétri contenant 

le milieu de culture et les différentes concentrations en huile essentielle. 

L’incubation a été effectuée à une température de 25°C ± 2°C pendant 7 jours. Le 

diamètre de disque imprégné des champignons  a étudiés reflète la croissance 

mycélienne du  champignon pendant les 7 jours d’incubation [152][153][154][155]. 

       En effet, le pourcentage d’inhibition (PI) a été calculé en utilisant la formule 

suivante : 

 

 

D0 : Diamètre moyen de 3 répétitions de la croissance mycélienne estimé du 

champignon testé sur milieu témoin (mm) ; 

D1 : Diamètre moyen de 3 répétitions de la croissance mycélienne de boite 

traitées avec l’une des concentrations de l'huile essentielle (mm). 

   PI =  (D0 – D1) /D0× 100  
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        L’étude de la nature de l'inhibition de l’huile essentielle a été réalisée pour 

déterminer la concentration minimale inhibitrice (CMI). La distinction entre la 

concentration minimale fongistatique (CMF) et la concentration minimale fongicide 

ou létale (CML) est déterminée par le transfert des disques mycéliens à partir des 

boîtes de Pétri, où l'inhibition par l’huile est complète dans la technique utilisée, 

dans un nouveau milieu PDA dépourvu de cette huile. Il est fongistatique si la 

croissance du champignon reprend à nouveau et fongicide ou létale s’il n'y a pas 

de croissance [156]. 

2.2.2.8. Évaluation de l’activité antioxydante 

 
               La mise en évidence de l’activité antioxydante in vitro des extraits  de  Laurus 

nobilis testé a été réalisée par trois méthodes: le piégeage du radical libre DPPH, 

le test de blanchiment de β-carotène et la réduction du fer. 

 
2.2.2.8.1. Effet scavenger du radical DPPH 

 
        Le DPPH (2,2 -diphényl -1- picrylhydrazyl) est un radical libre stable         

possédant un électron non apparié sur un atome du pont d’azote. Cette 

délocalisation empêche la polymérisation du composé, qui reste sous forme 

monomère relativement stable à température ambiante. Ainsi, cet état induit 

l’apparition d’une couleur violet foncée bien caractéristique de la solution DPPH. 

 
        Cette couleur disparait en présence d’antioxydant lorsque le DPPH est réduit, 

passant au jaune pâle du groupe pécryl, et l'intensité de la couleur est 

inversement proportionnelle à la capacité des antioxydants présents dans le milieu 

à donner des protons [157]. Le suivi de la délocalisation est réalisé par 

spectrophotométrie à 517 nm [158][159][160]. 

              

 

 

 

 

      
     Figure 2.2: Mécanisme réactionnel du test DPPH• entre l‘espèce                              

radicalaire DPPH• et un antioxydant (AH) 
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Mode opératoire  

     
       Le test utilisant le DPPH a été réalisé en suivant la méthode décrite par 

BURITS et BUCAR [161], CUENDET et al., [162] où 25 μl de chacune des 

dilutions des d’extraits ou témoins positifs  testés sont mélangés dans la cellule 

placée dans la cuvette du spectrophotomètre avec 975 μl d’une solution 

méthanolique de DPPH. Après une période d’incubation de 30 minutes, à l’abri de 

la lumière, l’absorbance est lue à 517nm. Les expériences sont réalisées en 3 

répétitions.  

     Le BHT, Rutine, Tocophérol et Quercétine ont été utilisés comme témoins 

positifs. L’inhibition du radical libre de DPPH en pourcentage (I%) est calculée de 

la manière suivante : 

 

 

 

        Où: 

Ablanc : Absorbance du témoin DDPH au temps zéro avant l’addition de     

l’échantillon testés ; 

        Aéch : Absorbance de l’échantillon testé après 30 mn. 

 
       Les concentrations en extraits testés et en témoins positifs, en fonction des 

pourcentages du DPPH inhibés, ont été tracées à la fin de la réaction afin d'obtenir 

le paramètre  IC50. L’IC50  est définie comme étant  la concentration d’extrait 

nécessaire pour piéger 50% des radicaux DPPH• [163][164]. Les résultats sont 

exprimés par la moyenne de trois mesures ± écart- type.  

 
         2.2.2.8 2. Réduction du fer : FRAP ( Ferric Reducing Antioxidant Power) 

 

       La méthode est basée sur la réaction de la réduction du Fe3+ présent dans le 

complexe ferrocyanure de potassium en Fe2+, la réaction est révélée par le 

virement de  la couleur jaune du fer ferrique (Fe3+) en couleur bleu vert du fer 

ferreux (Fe2+). L’intensité de cette coloration est mesurée par spectrophotométrie 

à 700 nm. 

 

 

I % = (A blanc – A échantillon) / A blanc 
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Mode opératoire  

 

       Le protocole expérimental utilisé est celui de OYAIZU [165], où 0.125 ml de 

l’échantillon à différentes concentrations, est mélangé avec 2.5 ml d’une solution 

tampon phosphate à 0.2 M (pH= 6.6) et 2.5 ml d’une solution de ferricyanure de 

potassium K3Fe(CN)6 à 1%. L’ensemble est incubé à 50°C pendant 30 min, puis 

refroidi à la température ambiante. Ensuite, 2.5 ml d’acide trichloracétique à 10% 

sont ajoutés pour stopper la réaction, puis les tubes sont centrifugés à 1500 tr/mn 

pendant 10 min. On récupère 2.5 ml du surnageant qui sont ajoutés à 2.5 ml d’eau 

distillée et 0.5 ml d’une solution de chlorure de fer (FeCl3, 6H2O) à 0.1%. La 

lecture des absorbances se fait contre un blanc à 700 nm à l’aide d’un 

spectrophotomètre. 

 
        L’augmentation indique une augmentation du pouvoir réducteur. Le test a été 

répété 3 fois pour chaque échantillon étudié. 

      Le BHT, Tocophérol et acide ascorbique ont été utilisés comme témoins 

positifs.                

 

2.2.2.8.3. Test de blanchissement du β-carotène 

 
     L’activité antioxydante des extraits de Laurus nobilis est mesurée selon la 

méthode de KARTAL et al., [166], TEPE et al.,[167]. L’oxydation de l’acide 

linoléique génère des radicaux péroxydes, ces radicaux libres vont par la suite 

oxyder le β-carotène entrainant ainsi la disparition de sa couleur rouge, qui est 

suivie par spectrométrie à 490 nm. Cependant la présence d’un antioxydant 

pourrait neutraliser les radicaux libres dérivés de l’acide linoléique et donc prévenir 

l’oxydation et le blanchissement de β-carotène. Dans ce test la capacité 

antioxydante est déterminée en mesurant l’inhibition de la dégradation oxydative 

du β-carotène (décoloration) par les produits d’oxydation de l’acide linoléique. 

 
Mode opératoire 

 
       Dans ce test, la capacité antioxydante des extraits est déterminée en 

mesurant l’inhibition de la dégradation oxydative du β-carotène (décoloration) par 

les produits d’oxydation de l’acide linoléique selon la méthode décrite par KARTAL 

et al.,[166]. L’émulsion de β-carotène /acide linoléique est préparée par 
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solubilisation de 0,5 mg de β carotène dans 1 ml du chloroforme, 25 μl de l’acide 

linoléique et 200 mg de Tween 40 sont additionnés. Le chloroforme est 

complètement évaporé au rotavapeur, par la suite 100 ml d’eau distillée saturée 

en oxygène sont ajoutés. L’émulsion résultante est agitée vigoureusement. On 

prend 350 μL de solution d’extraits ou témoin positif (BHT) qu’on solubilise dans 

du méthanol (2 mg/ml) auxquels on  additionne 2,5 ml de l’émulsion précédente. 

 
      La cinétique de décoloration de l’émulsion en présence et en absence 

d’antioxydant (contrôle négatif dans lequel l’échantillon est remplacé par 350μl de 

méthanol) est suivie par une lecture à 490 nm à des intervalles de temps réguliers 

pendant 48 heurs. L’activité antioxydante relative des extraits (AAR) est calculée 

selon l’équation suivante : 

 

 

 

 
 
2.2.2.9. Etude de la toxicité  aiguë  

 
        Afin d’éviter tout éventuel risque de toxicité lors des tests biologiques, il était 

nécessaire de réaliser des essais de toxicité, pour cela on a administré aux souris 

mâles et femelles différentes concentrations des extraits de Laurus nobilis  

solubilisé dans l’eau physiologique, et il est impératif d’ajouter un lot témoin auquel 

on administre l’eau physiologique. 

 

  Administration 

 
        L’administration de différentes concentrations des extraits de Laurus nobilis, 

solubilisé dans l’eau physiologique à raison de 0,03 ml/Kg de poids corporel de 

souris soit 0,6 ml pour les souris de 20 grammes, ont été effectuée par gavage 

orale à l’aide d’une sonde de gavage. Les souris utilisées ont initialement été 

soumises à un jeun hydrique de 16 heures, puis elles ont été pesées et réparties 

en cinq groupes de dix souris (5 mâles et 5 femelles) [168][169]. 

 

 

 

AAR = [ Abs48h (échantillon)/ Abs48h(BHT) ] X100 
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Les groupes ont été traités comme suit : 

 
 Groupe 1: (2 lot témoin) : 0,6 ml d’eau physiologique/souris; 

 Groupe 2: 7 lots, l’huile essentielle est administrée par voie orale à des 

doses croissantes de 50,100, 200, 500,1000, 2000 et 5000 mg/kg de poids 

corporel; 

 Groupe 3: 7 lots administré par voie orale  d’hydrolat  à des doses 

croissantes de 50,100, 200, 500,1000, 2000 et 5000 mg/kg de poids 

corporel; 

 Groupe 4: 7 lots administré par voie orale  d’extrait méthanolique  à des 

doses croissantes de 50,100, 200, 500,1000, 2000 et 5000 mg/kg de poids 

corporel; 

 Groupe 5: 7 lots administré par voie orale  d’extrait aqueux à des doses 

croissantes de 50,100, 200, 500,1000, 2000 et 5000 mg/kg de poids 

corporel. 

 

 Observation 

 
                  Après l'administration de l'extrait, les souris sont surveillées en permanence 

pendant deux heures avec prise de notes sur les signes de toxicité apparents. 

Pour le reste de la période de l'expérience (14 jours), les souris sont surveillées 

quotidiennement pour signaler s’il y a eu des morts ou des changements dans 

l'alimentation et la consommation d'eau ou encore des signes comportementaux 

ou cliniques supplémentaires de toxicité. 

 
           Les principaux signes recherchés sont : 

 
 Contraction abdominale ; 

 Activité : démarche anormale, activité réduite; 

 Respiration : changement de rythme ; 

 Convulsion ; 

 Diarrhée ; 

 Coma. 

 
        A la fin de l'étude, toutes les souris vivant sont sacrifiés. Le nombre de souris 

décédées est exprimé en pourcentage. 
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 Expression des résultats 

 
     Les paramètres de toxicité évalués au cours de notre étude étant :  

La dose maximale tolérée (DMT), elle représente la dose maximale qui ne tue 

aucun animal lorsque l’extrait est administré. 

La dose létale 100% (DL100)  est la première dose qui entraîne la mort de 100% 

de l’effectif des souris  du lot. 

La dose médiane DL50 d’un extrait  est égale à la dose qui entraîne la mort de 

50% de l’effectif des souris d’un lot. 

 
                  La DL50 est déterminée par la méthode arithmétique de BEHRENS et 

KARBER [170] et par l’équation de DRAGSTEDT et LANG [171]. 

 
La méthode de BEHRENS et KARBER se calcule comme suit : 

 
 

 

 

DL50 = Dose donnant 50 % de morts ; 

DL100 = Dose donnant 100 % de morts ; 

           a = moyenne des morts entre deux doses successives ; 

           b = différence entre deux doses successives ; 

           n = nombre d’animaux utilisés par lot. 

 
          La méthode de DRAGSTEDT et LANG  en utilisant la formule suivante :  

 

 

 

 

Y1 : Pourcentage de mortalité correspondant à X1 ; 

Y2 : Pourcentage de mortalité correspondant à X2 ; 

X1 : dose inférieure encadrant la DL50 ; 

X2 : dose supérieure encadrant la DL50. 

 

DL50 = DL100 – (Σ (a x b)/n) 

 

DL50 = (50 (X2-X1) + X1Y2-X2Y1) / (Y2-Y1) 
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       La valeur de la DL50 permet de classer les extraits étudiés sur l'échelle de 

toxicité proposée en 1980 par HODGE et STERNER chez le rat ou la souris [172]: 

 
   · Extrêmement toxique : DL50 < 1 mg/kg de poids corporel ; 

   · Très toxique : DL50 de 1 à 50 mg/kg de poids corporel; 

   · Moyennement toxique : DL50 de 50 à 500 mg/g de poids corporel; 

   · Faiblement toxique : DL50 de 500 à 5000 mg/kg de poids corporel ; 

               · Pratiquement non toxique : DL50 de 5000 à 15000 mg/kg de  poids 

corporel ; 

              ·Relativement sans danger: DL50 > 15000 mg/kg de poids corporel. 
 
2.2.2.10. Évaluation de l’effet antidiabétique  

 

2.2.2.10.1. Induction du diabète expérimentale 

 
        Chez les rats mâles Wistar albinos maintenus à jeun pendant une nuit, le 

diabète est  induit par une injection  intrapéritonéale unique d’une solution de 

strepozotocine à raison de 60 mg/kg poids corporels [173]. Le STZ a été préparé 

juste avant l’administration dans une solution physiologique (NaCl 0.9%) pour 

avoir la concentration injecté décrite (60 mg/kg). Les six rats témoins subissent 

également une injection unique d’eau physiologique afin de rester dans les 

mêmes conditions d’expérimentation. Deux jours après l’injection, la glycémie est 

mesurée à jeun à l’aide d’un glucomètre [174]. 

 
        Les rats qui ont montré une glycémie supérieure à 200 mg/dl ont été déclarés 

diabétiques et ont ainsi été sélectionnés pour le protocole expérimental 

[175][176][177]. 

 
      Après l’installation du diabète chez les rats, ces derniers sont repartis en sept 

lots de cinq rats comme suit : 

 
Lot 1: Groupe témoin sain (TS), reçoit 10 ml/kg d’eau physiologique 0.9٪ 

per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 

Lot 2: Groupe diabétique (TDNT: témoin négatif), reçoit 10 ml/kg d’eau 

physiologique 0.9٪ per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 
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Lot 3: Groupe diabétique traité (TDTM: témoin positif), reçoit 500 mg/kg de  

Metformine per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 

Lot 4: Groupe diabétique traité (DHE), reçoit 50 mg/kg de  l’huile essentielle 

de Laurus nobilis per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 

Lot 5: Groupe diabétique traité (DHY), reçoit 250 mg/kg l’hydrolat de Laurus 

nobilis per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 

Lot 6: Groupe diabétique traité (DEM), reçoit 250 mg/kg de l’extrait 

méthanolique de  Laurus nobilis per os, et une fois par jour pendant 3 

semaines. 

Lot 7: Groupe diabétique traité (DEA), reçoit 250 mg/kg de l’extrait aquex 

de  Laurus nobilis per os, et une fois par jour pendant 3 semaines. 

                  Les lots sont traités pendant 3 semaines en seule  prise journalière. Le 

traitement se fait par un gavage intra gastrique [178]. 

2.2.2.10.2. Evolution du poids des rats  

 
                 Le poids des rats mâles des différents lots est contrôlé dès le premier jour du 

traitement, hebdomadairement jusqu’à la fin du traitement. Il est impératif d’ajuster 

les doses de traitement pour les lots  chaque semaine selon le changement du 

poids afin de maintenir la même dose par Kilogramme du pois corporel. 

         2.2.1.10.3. Prélèvement du sang  

                    Les animaux ont été anesthésiés avec un coton imbibé d’éther di éthyle, puis 

environ 2 ml de sang ont été prélevés pour chaque animal au niveau de la veine 

rétro orbitale à l’aide d’un tube capillaire. Le sang prélevé a été recueilli dans des 

tubes étiquetés de 4 ml contenant un anticoagulant. Les tubes contenant l’EDTA 

sont centrifugés pendant 5 minutes à 3500 /mn et puis, à l’aide d’une pipette 

pasteur, le plasma est délicatement prélevé et introduit dans des tubes 

Eppendorfs préalablement étiquetés. Le plasma ainsi obtenu est conservé dans 

un congélateur à -20°C jusqu’à son utilisation, on l’occurrence l’analyse des 

paramètres biochimiques. 
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2.2.2.10.4. Examens biochimiques 

       Les analyses biochimiques sont  effectuées suivant des méthodes 

enzymatiques et/ou colorimétriques par un auto-analyseur de type (Technicon RA 

1000). Les paramètres dosés sont : le glucose, le cholestérol total et les 

triglycérides. 

2.2.2.11. Analyse statistique 

                Pour mieux valoriser nos résultats, nous avons procédé à l’analyse de la 

variance ANOVA. Cette méthode statistique permet de comparer les moyennes de 

plusieurs échantillons supposés indépendants à l’aide du logiciel SPSS 20 

(Armonk, NY: IBM Corp). L’analyse de la variance est suivie par le test NEWMAN 

et KEULS qui permet de distinguer les groupes homogènes en comparant les 

probabilités de la manière suivante : 

 
 Si p > 0.05 : résultat non significatif. 

 Si p < 0.05 : résultat significatif. 
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CHAPITRE3 

RÉSULTATS ET DISCUSSION 

 

3.1.Étude botanique de la plante 

 
      Une observation macroscopique et microscopique, nous ont permis de décrire 

les organes  et de localiser les sites sécréteurs de la plante étudiée. 

 
3.1.1. Étude macroscopique 

3.1.1.1. Feuilles 

       Elles sont  simples, alternes, avec un pétiole mesurant de 2 à 5 cm, longues 

de 5 à 12 cm et larges de 2 à 6 cm. Elles sont lancéolées, allongées ou en ellipses 

étroites, aigues ou légèrement acuminées à l’extrémité supérieure et sont 

resserrées en coin à la base et légèrement entaillées et ondulées en bordures.          

      Les feuilles adultes sont coriaces, les plus  juvéniles sont duveteuses (Figures 

3.1 3.2 et 3.3). 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

                                   Figure 3.1 : Feuilles adultes (Original) 
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Figure 3.2: Face inférieure d’une           Figure 3.3: Face supérieure d’une                                                                  

feuille juvénile  (Loupe G×4.5)                   feuille juvénile (Loupe G×4.5)   

(Original)                                                 (Original) 

 

3.1.1.2. Fleurs 

 
      Les fleurs sont petites odorantes en forme d'étoile. A fin du printemps, elles 

sont de couleurs blanchâtres à jaunes. Les fleurs sont groupées à l’aisselle des 

feuilles en petits bouquets en forme d’ombelles axillaires ou en courts panicules. 

Elles sont enfermées dans un involucre formé de bractées caduques à 4 dents 

(lobes). 

 
      Les fleurs mâles jaunâtres possèdent généralement 8 à 12 étamines. Ces 

dernières portent en leur centre une glande nectarifère dépourvue de pied. Les 

anthères s’ouvrent en 2 pores munis chacun d’un clapet droit (Figures 3.5;3.6). 

 

      Les fleurs femelles vertes blanchâtres, portent 4 staminodes (étamines 

stériles), un ovaire courtement pétiolé, divisé en 3 loges et un stigmate court et 

émoussé (Figures 3.4 ; 3.7). 
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                   Figure 3.4 : Fleurs femelles                        Figure 3.5 : Fleurs mâles 

                                   (Original)                                                (Original) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

          Figure 3.6 : Fleurs mâles (loupe G×4.5) (Original) 
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             Figure 3.7 : Fleurs femelles (loupe G×4.5) (Original) 

 

3.1.1.3. Fruits 

 
       Les fruits ou baies de laurus nobilis  (baies globuleuses, drupes aromatiques 

charnues) ayant une forme ovale ou ellipsoïde.  Les fruits sont de couleur vert et 

violet au noir profond à maturité (septembre). Les fruits secs sont drupacés, 

ovoïdes, d'environ 15 mm à 2 cm de long et 10 mm de large. La surface extérieure 

est glabre, brillante  et presque noir. Elle est grossièrement ridée en raison de la 

contraction de la région étroite succulente sous l’épiderme. De l’extérieur vers 

l’intérieur, le fruit  est constitué par le péricarpe, le mésocarpe, l’endocarpe (Figure 

3.8). 
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           Figure 3.8: Baie de Laurus nobilis (Original) 

 

3.1.2. Étude microscopique 

     Afin de localiser les structures sécrétrices à l’intérieur des tissus végétaux, 

nous avons effectué des coupes transversales au niveau du limbe des feuilles et 

des pétioles. 

 
3.1.2.1. Feuille 

      Les structures du limbe foliaire sont recouvertes d’un épiderme supérieur et 

inferieur  qui entoure un mésophyle hétérogène. Ce dernier est constitué par deux 

types de parenchyme chlorophyllien. 

- Parenchyme palissadique dont les cellules sont rectangulaires juxtaposés  

les unes contre les autres. Elles sont très riches en chloroplastes. Le rôle 

essentiel de ces cellules est la photosynthèse. Entre ces cellules on 
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observe des poches entourées par des cellules sécrétrices. Celles-ci 

stockent les huiles essentielles de Laurus nobilis (Figures 3.9 et 3.10). 

 
- Parenchyme lacuneux dont les cellules sont petites et arrondies. Elles 

laissent des lacunes entre elles qui sont en relation directe avec les 

stomates. Le rôle de ce parenchyme est doublé, car il assure la 

photosynthèse et les échanges. Aucune structure sécrétrice n’est observée 

dans ce tissu (Figures 3.9). 

 

 

 

 

 

 

 

          Figure 3.9 : Coupe transversale d’une portion de limbe de feuille  

                                  de Laurus nobilis (MP G×40) (Original) 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.10 : Mise en évidence de la structure sécrétrice  dans le limbe 

de  feuille de Laurus nobilis (MP G×100) (Origina)  
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3.1.2.2. Pétiole 

 
      La structure anatomique du pétiole est marquée par l’existence d’un plan de 

symétrie. Les faisceaux conducteurs libéro-ligneux y sont ordinairement disposés 

en un arc de cercle dont la concavité est tournée vers la face supérieure de la 

feuille (Figure 3.11). Dans le parenchyme cortical, nous observons des poches 

entourées de cellules sécrétrices (Figure 3.12). 

 

       

 

 

 

 

 

 

 
      Figure 3.11 : Coupe transversale du pétiole de Laurus nobilis 

(MP G×40) (Original) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.12 : Mise en évidence de la  structure sécrétrice  dans le  pétiole 

de Laurus nobilis (MP G×100) (Original) 
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       Les observations des coupes réalisées au microscope photonique , nous ont 

permis de visualiser les différents tissus foliaires et de localiser avec précision les 

structures sécrétrices caractéristiques des feuilles et des pétioles  de Laurus 

nobilis. Au terme de cette étude, nous pouvons dire que Laurus nobilis  ne 

possède que des structures sécrétrices endogènes. Ces résultats ont été 

confirmés par les travaux de SEREBRYNAYA et al., [179]. 

    Dans son étude, TALEB -TOUDERT [180] a réalisé des observations au niveau 

des feuilles avec microscopie photonique et  à balayage électronique. Ils ont pu 

constater des canaux sécréteurs sous le parenchyme palissadique de la feuille. Ils 

se présentent sous forme de cellules isolées comme dans le cas de toutes les 

plantes appartenant à la famille des  lauraceae .Ils sont très nombreux, de forme 

arrondie et entourés par une assise de cellules sécrétrices. 

 
3.2. Extraction de la fraction aromatique de Laurus nobilis  

3.2.1. Étude de la cinétique d’extraction 

       Cette étude nous a permis de suivre la cinétique d’extraction et l’évolution du 

rendement en HE. Elle est présentée dans la figure 3.13. 

 

Figure 3.13 : Cinétique d’extraction de l’HE de Laurus nobilis 

      La courbe de la cinétique d’extraction des HEs se caractérise par une partie 

ascendante où la majeure partie de l’huile extraite correspond à un temps de 120 
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minutes suivi d’une stabilité. L’allure de la courbe de la figure 3.13 présente trois 

étapes : 

- Un palier pour un rendement nul, correspondant à la phase de chauffage de la 

matrice qui dure 20 minutes. 

 
- Une augmentation de la quantité d’HE extraite à partir de la quarantième minute 

jusqu'à 120 minutes où on obtient un optimum avec 0,89%   . 

 
- Un  deuxième palier, où on observe une stagnation de la production de l’HE. 

 
      En effet, le rendement augmente rapidement durant les premières 120 

minutes où plus de 80% de l’huile sont extraites, son évolution devient plus lente 

par la suite pour atteindre un rendement égal à 0,89%  à partir de 100 g de feuilles 

fraîches. 

 
       Le temps de l’hydrodistillation est relativement assez long (deux heures). Il 

s’expliquer par la localisation endogène des sites sécréteurs. Lorsque les HEs 

sont localisés dans les tissus sous-cutanés, elles doivent  d’abord diffuser à 

travers l’épaisseur du tissu végétal avant d’entrer en contact avec l’eau. De plus, 

l’épiderme de la feuille de Laurus nobilis est renforcé par la présence d’une 

épaisse cuticule qui rend la feuille coriace.  Elles seront alors lentement évaporées 

en comparaison avec les structures localisées superficiellement [181][182]. 

 
3.2.2. Extraction et rendement en huile essentielle 

 
       L’hydrodistillation des feuilles fraîches de Laurus nobilis a été réalisée avec 

un extracteur  de type Clevenger. Le rendement en HE est de 0,82%. 

 
       Ce rendement en HE est relativement comparable à ceux obtenus sur la 

même plante originaire de Turquie  (0,86%), mais il reste supérieur à celui 

observé chez la plante originaire d’Egypte (0,68%) [183]. 

 
     Le rendement en HE de feuilles de Laurus nobilis peut varier d’une région à 

l’autre selon les facteurs pédoclimatiques. Une étude  a rapporté un taux de 0,63 ; 

0,65 et 0,79% en HE extraite des plantes cultivées dans 3 origines différentes  

respectivement Tizi-Ouzou, M’sila, Larba [184]. Ainsi, certaines études confirment 
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que les fluctuations observées dans le rendement en HE peuvent être attribuées 

non seulement à l’origine de la plante mais également à des facteurs biotique et 

abiotique [185][186][187]. 

 
      D'autres auteurs imputent ces changements aux méthodes d'extraction 

[182][187][188][189][190][191][192]. 

 
3.2.3. Extraction de l’huile essentielle dissoute dans l’hydrolat (HY) 

 
      La récupération de cette huile est réalisée par extraction liquide-liquide avec 

un solvant organique (éther diéthylique). Le rendement en HY est de 0,46%  ce 

qui est très intéressant à l’échelle industrielle. 

 
3.2.4. Étude analytique de l’huile essentielle 

 
3.2.4.1. Caractéristiques organoleptiques 

 
       Les différentes caractéristiques organoleptiques (aspect, couleur et odeur) de 

l’huile essentielle et de l’hydrolat de Laurus nobilis L. ont été notées et présentées 

dans le tableau 3.1. 

 
Tableau 3.1 : Propriétés organoleptiques de l’HE et de l’HY 

 HE HY 

      Aspect   

AAspectAs

pect 

Liquide limpide Liquide limpide 

      Couleur jaune très pâle à jaune incolore à jaune pâle 

      Odeur puissante, aromatique, 

épicée,  camphrée  avec  

 un fond d'eucalyptus. 

Fraîche, aromatique 

moins prononcée. 

 

     Les paramètres organoleptiques des HEs sont en accord avec ceux répertoriés 

dans les normes d’Afnor [115][193]. 
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3.2.4.2. Caractéristiques physico-chimiques de l’HE du Laurus nobilis   

 

       Nous avons déterminé les constantes physico-chimiques selon des méthodes 

normalisées (Tableau 3.2). 

 
      Les résultats des caractéristiques physico-chimiques, obtenus pour l’HE 

de Laurus nobilis sont donc conformes à celle édictées par la norme d’Afnor 

(2000). 

 
      Plusieurs études ont démontré que les paramètres physico-chimiques des 

HEs sont influencés par les conditions édaphiques et climatiques [185][194][195]. 

 
Tableau 3.2 : Caractéristiques physico-chimiques de l’huile essentielle 

 

 

       
        L’indice d’acide montre  la quantité des acides libres présents dans l’HE. Il 

peut aussi nous renseigner sur la susceptibilité à subir des altérations, notamment 

l’oxydation. D’après les résultats obtenus l’HE de Laurus nobilis a présenté un 

indice d’acidité de 1,32, celle-ci est très inférieure par rapport à celles préconisées 

par la norme d’Afnor (2000), qui sont de l’ordre de 4,5 à 6,5. Un indice d’acide est 

inférieur à deux, est un caractère d’une bonne conservation de l’huile [196]. 

       L’écart remarqué pour la valeur de l’indice d’acide de l’HE de Laurus nobilis 

par rapport aux valeurs promulguées par la norme d’Afnor (2000), peut s’expliquer 

par la durée de stockage de 1 mois et la bonne méthode d’extraction .Ces facteurs 

peuvent avoir une influence sur le comportement et les caractéristiques des HEs. 

 Pouvoir 
rotatoire 

Indice de 
réfraction 

Densité Miscibilité 
à l’éthanol 
à 80o 

Indice 
d’acide 

Indice 
d’ester 

Résultats de l’ étude  
-19

o 
 

1,4760 
 

0,923 
 

1v/3v 
 

1,32 
 

43,67 
Résultats obtenus 
par GUEDOUARI 

[181] 

 
-14o 

 
1,4773 

 
0,915 

 
1v/3v 

 
2,6 

 
40,5 

Résultats obtenus 
par PAOLINI et 

al.,[191] 
 

 
-18,12 

 
1,4730 

 
0,944 

 
/ 

 
/ 

 
/ 
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      Un indice de réfraction varie  avec la teneur en monoterpènes et en dérivés 

oxygénés. Une forte teneur en monoterpènes donnera un indice élevé. Le faible 

indice de réfraction de l'HE indique sa faible réfraction de la lumière ce qui pourrait 

favoriser son utilisation dans les produits cosmétiques [197][198]. 

 
        La détermination des propriétés physico-chimiques est une étape nécessaire 

mais non suffisante pour caractériser les huiles  essentielles. Il est donc 

nécessaire de la compléter par des analyses chromatographiques. Ces dernières 

sont souvent utilisées comme moyen analytique complémentaire pour l’analyse 

structurale des substances volatiles. Elles sont utilisées pour identifier 

qualitativement et quantitativement l’HE de Laurus nobilis. 

 
3.2.4.3. Analyses chromatographiques de la fraction aromatique 

 
3.2.4.3.1. Composition chimique de l’huile essentielle 

 
  Les résultats de l’analyse par CG/SM de l’HE sont présentés dans le tableau 3.3. 

 
Tableau 3.3: Composés majoritaires de l’huile essentielle 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
          Le profil chromatographique  de l’huile essentielle a  permis d’identifier 12 

composés. Le 1,8-cinéol et le linalool  apparaîssent comme les constituants 

majoritaires de l'HE avec respectivement 24,658 %  et 18,563 %, suivi de α –

Composés (%) 

   1.8cineol 
    Linalol 
    α –terpineol 
    Methyl eugenol 
    Eugenol 
    L-4-terpineol 
    Elemicine 
    Diisoocty  phthalate 
    Exo-2-Hydroxycineole acetate 
    Sabinene 
    γ- terpnene 
   Cis-linalolxide 
    Total 

24,658 
18,563 
 9,875 
 9,871 
 9,478 
 9,382 
 1,808 
 0,867 
 0,253 
 0,246 
 0,196 
 0,198 
85,395 
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terpineol  (9,875 %), de Methyl eugenol (9,871 %), d’Eugenol (9,478 %) et de L-4-

terpineol (9,382 %) (Appendice F.1). 

      
       La teneur en 1.8 cinéol de l’HE de Laurus nobilis de Ben Ali (24,658%) est 

inférieure à celle observée chez la même plante originaire du Maroc dont la teneur 

est de  52,43% [54], de Antakya (46,61 %), de  Yayladagi (47,63 %) ,  de 

Samandagi (59,94 %)[58] et de Croatia (45,5%)[199]. Cette divergence dans les 

résultats explique le rôle que peuvent jouer les facteurs environnementaux et 

climatiques sur la composition biochimique et sur la qualité des extraits végétaux 

[200][201][202].  

      Les résultats obtenus corroborent avec ceux de OUIBRAHIM et al., [203]. En 

effet, on constate que le 1,8 cineole est  le constituant majoritaire  de l’HE de 

Laurus nobilis d’Algérie  avec une teneur de 35,31%. Par ailleurs, cet échantillon  

fait ressortir une teneur considérable en β -Linalol 22,52% et en Camphene 7,37%. 

 
       Nos résultats concordent aussi avec ceux rapportés par MEDIOUNI BEN 

JEMAA et al., [204] qui ont démontré que les principal composé commun des HEs 

de laurier provenant de l’Algérie, de la Tunisie et du Maroc est le 1,8 cineole. 

 
      MARZOUKI et al., [63] ont également signalé que les HEs de  L. nobilis cultivé en 

Tunisie et en Algérie n’ont pas révélé de différences dans leur composition 

chimique. En outre, OZCAN et CHALCHAT [205] soulignent que la variation 

quantitative et qualitative des huiles essentielles de Laurus nobilis  concerne 

principalement les composés mineurs. 

 

3.2.4.3.2. Composition chimique de l’hydrolat 

 
      Pour pouvoir quantifier les composants chimiques des HYs par CG-SM, il a 

été nécessaire de le concentrer en procédant à une extraction avec l’éther 

éthylique. La composition chimique de l’HY est consignée dans le tableau 3.4. 
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Tableau 3.4: Composition chimique de l’hydrolat 

 

Composés (%) 

1.8cineol 
Linalol 
Terpinyl acetate 
Sabinene 
Methyl eugenol 
Thymol 
Phenol,2-Methyl-5-(1-Methyethyl) 
Total 

  15,223 
8,456 
7,237 
6,352 
4,871 
0,817 
0,654 

43,591 

 
 

      La fraction volatile de l’hydrolat est composée principalement  par le 1.8 

cineol (15.204%), accompagné par d’autres constituants à des teneurs 

relativement faibles : linalol (8.456%),  terpinylacetate  (7,237%) et  sabinène 

(6.352%) (Appendice F.2). 

 
      Il en ressort que ces deux extraits (HE, HY) présentent des composants en 

commun tel que 1.8 cineole, linalool, sabinène, et méthyl eugénol, a des 

concentrations différentes. Cependant, quelques composés ont été rapportés 

seulement dans l’hydrolat tel que thymol (0,817%), Phenol,2-Methyl-5-(1- 

Methyethyl) (0,654%) et terpinylacetate (7,237%). 

 
       Plusieurs études ont montré que les molécules oxygénées hydrophiles se 

trouvent en grandes quantités dans les hydrolats. Au contraire, les composés 

lipophiles comme les hydrocarbures terpéniques sont généralement quasi absents 

 [206][207][208][209]. 

 
3.3. Extraction et rendement en extraits bruts 

 
3.3.1. Taux d’humidité   

 
        Les résultats de cette analyse ont révélé un taux d’humidité inférieure à 10% 

pour  Laurus nobilis (7,56 % ± 0,2) (Figure 3.14). Une teneur en eau, inférieure à 

10% confère à la poudre préparée une meilleure conservation à long terme. 
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Figure 3.14: Taux d’humidité des feuilles sèches de Laurus nobilis 

                                  (MVS: matière végéta sèche; TH : taux d’humidité) 

 
3.3.2. Rendement en extraits 

 

        Pour l'obtention de différents extraits de la poudre de feuilles de Laurus 

nobilis, nous avons réalisé des extractions aqueuses (avec l’eau distillée) et 

organiques (avec le méthanol). 

 
       La détermination des rendements en extraits bruts a montré une rentabilité 

importante en extraits polaires (EM et EA) chez la plante avec des valeurs 

respectivement  20,45 % et de 18,57 %. 

 
       Le rendement des extractions, l’aspect et la couleur des extraits sont reportés 

dans le tableau 3.5. 

 
Tableau 3.5: Aspect, couleur et rendement des extraits de Laurus nobilis 

 

Extraits Aspect Couleur Rendement (%) 

EM Pâte collante verdâtre 20.45 

EA Poudre Jaune 18.57 

 
       Il est difficile de comparer les résultats avec ceux de la bibliographie, le 

rendement n’est que relatif et dépend de la méthode et des conditions dans 

TH MVS

7.56 % 

92,44 % 
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lesquelles l’extraction a été effectuée. La méthode d’extraction affecte également 

tout le contenu total en phénols et en flavonoïdes [210]. 

 
3.3.3. Screening phytochimique des extraits  

 
      Les résultats de la composition phytochimique préliminaire des extraits de 

Laurus nobilis par screening chimique sont repris dans le tableau 3.6. 

 
Tableau 3.6 : Criblage phytochimique des extraits 

 

Groupes chimiques Laurus nobilis 

 

Tanins catéchétiques 

Tanins galliques 

Flavonoïdes  

Anthocyanes 

Proanthocyanidols 

Quinones libres 

Quinones combinés 

Hétéroside cardiotonique 

Leucoanthocyanes 

Alcaloïdes 

Saponosides 

Sennosides 

Mucilages 

Coumarines 

Stérols et terpènes 

Caroténoïdes 

Stéroides 

 

 

++ 

+ 

+++ 

- 

+ 

- 

- 

- 

- 

+ 

++ 

+ 

++ 

++ 

+ 

+ 

++ 

+++ : forte présence ; + : faible présence ; – : absence 

     

        Au regard du tableau 3.6, les composés chimiques majoritaires pour la plante 

sont les flavonoïdes. De plus, les extraits de Laurus nobilis  sont caractérisés par 

la présence des proanthocyanidols, des alcaloïdes, des saponosides, des tanins, 

des senosides, des mucilages, des coumarines, des caroténoïdes, des stéroïdes, 

des stérols et des terpènes. On note dans les extraits, l’absence des dérivés 

quinoniques, des hétérosides cardiotonique, des leucoanthocyanes et des 

anthocyanes. Les résultats obtenus à l’issu du criblage phytochimique corroborent 

avec ceux de certains auteurs [73][211][212]. 
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       Cette étude a révélé la richesse des feuilles de Laurus nobilis en composants 

actifs reconnus pour leurs propriétés biologiques et thérapeutiques intéressantes. 

 
3.3.4. Dosage des polyphénols et des flavonoïdes 

 
      Afin de caractériser les extraits préparés à partir des feuilles de Laurus nobilis, 

un dosage des polyphénols totaux et des flavonoïdes a été effectué. La raison 

principale pour le choix de ces substances réside dans le fait que la majorité des 

propriétés pharmacologiques des plantes leur sont attribués [213]. La méthode de 

dosages des polyphénols totaux est celle de Folin-Ciocalteu [130]. L’acide gallique 

a été utilisé comme standard.  

 
      Le dosage des flavonoïdes a été réalisé selon la méthode au trichlorure 

d’aluminium [134] en utilisant comme standard  la quercétine. Les résultats sont 

représentés dans le tableau 3.7  et les gammes d’étalonnages dans les figures 

3.15 et 3.16. 

 
Tableau 3.7: Teneurs en polyphénols totaux et en flavonoïdes 
 

Extrait Teneur en polyphénols 

(μg EAG/mg) 

Teneur en flavonoïdes 

(μg EQ/mg) 

          EM 179,09 ±4,55 9,68 ± 1,64 

EA 132,63 ±2,14 2,85 ±1,97 

      
      Les valeurs représentent la moyenne ± SD (n=3) ; μg EAG : μg d’équivalent d’acide  
      gallique par milligramme d’extrait ; μg EQ/mg : μg d’équivalent de quercétine  
      par milligramme d’extrait. 

 
 
      Les résultats du dosage des polyphénols montrent que l’EM présente la 

fraction contenant la valeur la plus élevée en polyphénols (179,09 ±4,55  μg 

EAG/mg d’extrait), suivi par l’EAQ (132,63 ±2,14 μg EAG/mg d’extrait). Cela est 

probablement lié aux conditions climatiques de l’habitat (température élevée, forte 

exposition solaire, sécheresse et salinité), qui stimulent la biosynthèse de 

métabolites secondaires tels que les composés phénoliques. En effet, le contenu 

phénolique d'une plante dépend d'un nombre de facteurs intrinsèques 

(génétiques) et extrinsèques (l'environnement) [214][215]. 
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        La détermination quantitative des flavonoïdes totaux par la méthode du 

trichlorure d’aluminium révèle que l’EM est le plus riche en flavonoïdes avec une 

teneur de (9,68 ± 1,64 μg EQ/mg  d’extrait), suivi par l’EAQ (2,85 ±1,97 μg EQ/mg 

d’extrait). Le dosage des polyphénols et des flavonoïdes indique la présence de 

ces deux métabolites secondaires dans les deux extraits. Différemment, les 

mêmes fractions donnent une teneur en polyphénols et en flavonoïdes 

relativement inférieure  à celle rapportée par YAKHLEF [216].  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure3.15: Courbe d’étalonnage de l’acide gallique 
((moyenne ± écart-type) 

 

 
 

Figure 3.16: Courbe d’étalonnage de la quercetine 
(moyenne ± écart-type) 
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3.4. Etude de l’activité antimicrobienne de Laurus nobilis 

 

3.4.1. Activité antimicrobienne de l’HE 

 

       Nous avons réalisé une étude qualitative et quantitative de l’activité 

antimicrobienne de l’huile essentielle de Laurus nobilis, les résultats sont 

consignés dans le tableau 3.8. 

 
       D’après le test ANOVA (Appendice G.1), il y a une différence significative de 

l’effet de l’huile essentielle sur les microorganismes testés. Ainsi, ils n’ont pas 

manifesté la même sensibilité vis-à-vis de l’HE. 

      L’HE de Laurus nobilis montre une activité antimicrobienne sur toutes les 

souches testée, à l’exception de Pseudomonas aeruginosa. Le comportement de 

Pseudomonas aeruginosa n’est pas surprenant car elles possèdent une 

résistance intrinsèque à une large gamme de biocides. Cette résistance est 

associée à la nature de sa membrane externe [217][218][219][220].  

       Il a été rapporté que les composés responsables de l'action antibactérienne 

de l’huile essentielle de Laurus nobilis  semblent vraisemblablement être due  au 

linolol, α terpinéol, eugénol, caryophyllene, nérolidol, α-humulène et viridiflorol 

[65].        

         En prenant en considération les diamètres d’inhibition, l’HE est extrêmement 

active sur S. aureus, K. pneumonia, B. subtillis, E. faecium, Salmonella sp, E. coli, 

Enterobacter sp, S.typhimurium, Shigella sp. Au contraire, elle est modérement 

active vis-à-vis B. bronchiseptica, E. faecalis,  E. cloacae, P. mirabilis, L. 

monocytogenes, A. baumannii, Lactobacillus sp, C. freundii, K. oxytoca, P. 

alcalifaciens, S. marcescens,  S. epidermidis mais inactive sur P. aeruginosa.                                                                                    

       On observe que les différentes souches de bactéries étudiées réagissent 

différemment a l’huile essentielle testée, même s’il s’agit de deux souches d’une 

même espèce bactérienne (S. aureus ATCC6538 et S. aureus clinique). L’huile 

essentielle de Laurus nobilis  a exercé une activité antifongique modérée vis-à-vis 

de Saccharomyces cerevisiae et Candida albicans avec des diamètres d’inhibition 

respectivement de 19,30 mm et 14 mm. 
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Tableau 3.8 : Diamètres de zones d’inhibition, concertations minimales inhibitrices 

(CMI), concertations minimales bactéricides(CMB) et concertations minimales 

fongicides(CMF). 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

       Les valeurs de CMl concordent d'une manière générale avec celles des 

diamètres d'inhibition. Les extraits ayant induit une importante zone d'inhibition 

présentent les plus petites CMI sur les souches correspondantes. Ce n’est pas le 

cas pour Staphylococcus aureus et  Klebsiella pneumonia ou ils ont montré des 

grandes zones d’inhibition alors que leur CMI est de  0,125%. Il apparaît donc 

Souches microbiennes Diamètre de zones                                                                                           

d’inhibition (mm) 

CMI 

(%) 

CMB/CMF            

(%) 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027 0,000±,0000 - - 

Bacillus subtilis ATCC9372 32,233±0,9292 0,03 0,25 

Escherichia coli ATCC4157 22,267±0,6429 0,25 0,25 

Bordetella bronchiseptica ATCC4617 14,700±0,6245 1 2 

Staphylococcus aureus ATCC6538                       67,233±0,6807 0,125 0,25 

Klebsiella pneumoniae ATCC4352                       48,633±1,3650 0,125 0,125 

 Enterococcus faecalis ATCC 29212                      15,500±0,6245 0,25 0,5 

 Enterobacter  cloacae ATCC13047              18,100±0,2646 0,25 0,5 

Proteus mirabilis ATCC 49452                               16,200±0,4359 0,25 0,5 

Listeria monocytogenes ATCC 15313                       14,967±0,5033 0,06 0,25 

Enterococcus faecium ATCC6569                           22,300±0,7550 0,5 1 

Staphylococcus aureus                                             33,500±1,3454 0,25 0,5 

Pseudomonas aeruginosa                                      0,000±,0000 - - 

Escherichia coli                                                      20,100±0,8544 0,5 0,5 

Acinetobacter baumannii                                      18,667±0,5859 0,5 1 

Lactobacillus sp.                                                     16,033±0,2517 0,25 0,5 

Citrobacter freundii                                                17,700±1,0440 0,125 0,25 

Enterobacter sp. 20,667±0,5774 0,125 0,5 

Klebsiella oxytoca                                                  17,600±0,6000 0,25 0,5 

Providencia alcalifaciens                                      16,397±0,5514 0,25 0,5 

Salmonella sp.                                                          24,573±0,5605 0,5 1 

Serratia marcescens                                               15,010±0,0361 0,5 1 

Shigella sp.                                                              23,273±0,4456 0,25 0,5 

Staphylococcus epidermidis                                  16,470±0,6883 0,25 0.5 

Salmonella typhimurium  22,000±0,3606 0,5 1 

Candida albicans ATCC2443   14,000±,5568 0,25 0,5 

Saccharomyces cerevisiae ATCC2601           19,300±0,4359 0,125 > 2 
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que la plus faible CMI a été observée chez Bacillus subtillis avec une valeur de 

0,03%. 

      La plus forte CMI est observée chez B bronchiseptica, elle est de 1%. De 

fortes concentrations sont nécessaires pour inhiber la croissance de  Bordetella 

bronchiseptica. L’huile essentielle de Laurus nobilis exerce une activité 

bactériostatique sur Escherichia coli et Klebsiella pneumoniae avec des valeurs 

de CMI respectivement de 0,25% et 0,5%. 

      L’huile essentielle de Laurus nobilis exerce une activité fongistatitique sur S. 

cerevisiae et C. albicans avec des valeurs de CMI respectivement de 0,125 % et 

0,25 %. 

      L’huile essentielle a montré  une action bactéricide vis-à-vis des germes 

étudiés. Ces bactéries présentent une sensibilité inégale vis-à-vis de l’HE. Les 

résultats obtenus montrent aussi une action fongicide à l’égard de Candida 

albicans  et fongistatique à l’égard de Saccharomyces cerevisiae. 

      Nos résultats concordent avec ceux OUIBRAHIM et al., [203] qui ont 

rapporté l’efficacités de l’HE sur la totalité des micro-organismes testées, dont 

les diamètres d’inhibitions sont nettement inférieurs aux diamètres enregistrés 

soient  13,5 mm pour E coli ATCC25922 ;11,1 mm pour P mirabilis ; 12 mm 

pour K pneumoniae ; 11 mm pour  K oxytoca ; 12,7mm pour Enterobacter sp. ; 

11,4 mm pour P alcalifaciens ; 16,4 mm pour  Shigelle sp. ; 12,5 mm pour  

Salmonella sp. ; 11,5 mm pour S marcescens ; 8,7 mm pour  C freundii ; 9,2 

mm pour  A baumannii ; 11,3 mm pour E faecalis ; 14 mm pour S aureus 

ATCC25923  et 12,7 mm pour S epidermidis. Par ailleurs, ELHARAS et al., 

[221], ont révélé que l’huile essentielle du laurier originaire du  Maroc exerce 

une grande activité inhibitrice sur   Staphylococcus aureus et Pseudomonas 

aeruginosa avec des diamètres d’inhibition respectivement de 8,5 cm et 2,12 

cm. 

      L’huile essentielle de Laurus nobilis de Bejaia a également été étudiée pour 

son action sur cinq souches bactériennes de références : S. aureus ATCC 6538, 

P. aeruginosa ATCC27853, E. coli NAR, K. pneumoniae E47 et Listeria innocua 

CLIP74915 [222]. L’HE a été efficace sur la totalité des micro-organismes testés, 
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donnant des diamètres d’inhibitions nettement inferieurs  aux diamètres 

enregistrés soient 29,5 mm pour E. coli NAR, 26,5 mm pour K. pneumoniae E 47 

et 29,5 mm pour S. aureus. La souche de P. aeruginosa ATCC27853 a montré 

une nette résistante. 

     De même, l'HE du Laurus nobilis originaire  du Portugal présente une forte 

activité antibactérienne/ Elle agit contre tous les micro-organisems qui détériorent 

les aliments [223]. 

      MOGHTADER et al., [224] ont démontré l’efficacité de l’HE de Laurus nobilis 

issue de la province du Kerman (Iran) sur plusieurs souches de Gram (-) et de 

Gram (+). Ils ont enregistré des zones d’inhibitions de croissances de 29, 26 et 18 

mm sur des bactéries de Gram (+) S. aureus, S. epidermidis et S. faecalis 

respectivement. Notamment, Ils ont enregistré des zones d’inhibitions de 

croissances de 24, 27, 21, 18, 26 et 28 mm sur des bactéries de Gram (-) qui sont 

respectivement P. aeruginosa, S. flexneri, K. pneumoniae, S. typhi, S. marcescens 

et E. coli.  L'effet de l'huile essentielle de Laurus nobilis sur les souches 

bactériennes était supérieur à celui de la tétracycline et inferieur  aux valeurs 

retrouvées dans nos résultats. La souche de P. aeruginosa  a été plus sensible  à 

l’HE de Laurus nobilis de Kerman  qu’à l’HE testés.  

       Les souches de Pseudomonas aeruginosa ont la réputation d’être des germes 

résistants aux agents biocides, cela est lié à leur grande capacité à développer 

des résistances vis-à-vis de nombreux agents antimicrobiens, leur implication 

fréquente dans les infections nosocomiales [217]. Plusieurs auteurs rapportent la 

faible sensibilité des souches de P.aeruginosa vis-à-vis des huiles essentielles 

[219][225][226][227]. 

      La résistance de Pseudomonas aeruginosa est due a sa capacité de former 

une organisation complexe, composée de différentes strates appelée biofilm. Il est 

établit que le traitement de telles bactéries nécessite des concentrations élevées 

d’agents antimicrobiens [228]. 

        Les activités bactériostatiques et bactéricides de 22 huiles essentielles dont 

le laurier noble contre sept souches bactériennes (Aerobacter aerogenes, Bacillus 

subtilis, Escherichia coli, Proteus vulgaris, Pseudomonas aeruginosa, 
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Staphylococcus albus et Staphylococcus aureus) ont été évalués par KIVANC et 

AKGUL en Turquie [229]. Laurus nobilis s’est montré actif contre toutes les 

bactéries testées avec une sensibilité prononcée pour S. aureus et P. vulgaris. 

      La sensibilité de S. aureus à l’huile essentielle de Laurus nobilis observée 

dans notre étude a été également constatée par DERWICH et al., [54]. L'activité 

antibactérienne de Laurus nobilis provenant du Maroc a été étudiée in vitro sur 

trois souches bactériennes : Staphylococcus aureus, Staphylococcus intermedius 

et Klebsiella pneumoniae, l’huile essentielle testée a montré une meilleure action 

sur les souches de S. aureus avec une zone d’inhibition de 13 mm et une CMI 

équivalente à 0,35 mg/ml.  

      L’hypersensibilité de la souche Staphylococcus aureus  peut s’expliquer par la 

probabilité de la sensibilité des bactéries Gram (+) aux changements 

environnementaux externes [230].  

 D’après plusieurs travaux, les auteurs soulignent que les bactéries à Gram 

(-) sont plus résistantes que les Gram (+), ceci est dû aux différences structurales 

de leurs membranes externes [231][232][233][234][235], la pénétration des 

composés actifs présents dans les HEs est donc différente [219]. Chez les 

bactéries Gram (-), la membrane externe constitue une barrière de perméabilité 

efficace, riche en lipopolysaccharide dont les charges négatives de surface 

empêchent la diffusion des molécules hydrophobes [236][237]. Toutefois, 

quelques composés phénoliques de faible poids moléculaire peuvent adhérer à 

ces bactéries par fixation aux protéines et aux lipopolysaccharides membranaires 

à l’aide de leurs groupes fonctionnels et arriver jusqu'à la membrane intérieure 

plus vulnérable [219].  Ainsi, les composés hydrophobes sont capables de 

perturber la membrane plasmique et la membrane externe des bactéries Gram (-) 

en induisant sa perméabilité et la mort de la cellule [238]. 

    Certains résultats ont montré que les bactéries Gram (-) sont généralement les 

plus sensibles a l’action des huiles essentielles que les bactéries Gram (+) 

[140][239].   

        D’autres auteurs ne trouvent pas de différence significative entre la sensibilité 

des bactéries Gram (-) et celle des bactéries Gram (+) [139] [240]. Les différentes 
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bactéries  Gram (-) et Gram (+) testées manifestent une action variable à l’égard 

des huiles essentielles utilisées puisque Klebsiella pneumoniae Gram (-) a montré 

une grande sensibilité par rapport a celle de Bacillus subtilis et d’Enterococcus 

faecium qui sont des bactéries Gram (+). 

      Les souches bactériennes testées et la méthode utilisée pour évaluer l’activité 

antibactérienne peuvent également être la cause de divergences dans les 

résultats [241].  

       Le mécanisme d’action des huiles essentielles  sur les cellules bactériennes 

et fongiques reste difficile à cerner, compte tenu de la composition complexe des 

huiles volatiles [242] [243]. La variabilité des constituants des huiles suggèrent 

qu’elles agissent sur plusieurs sites d’action dans les micro-organismes, étant 

donné que chaque composé possède son propre mode d’action [244]. 

     Les caractéristiques des huiles essentielles sont attribuées aux dérivés 

terpénoïdes et phénylpropanoïdes dont elles sont constituées. L’activité de ces 

molécules bioactives dépend, à la fois, du caractère lipophile de leur squelette 

hydrocarboné et du caractère hydrophile de leurs groupements fonctionnels. Les 

molécules oxygénées sont généralement plus actives que les molécules 

hydrocarbonées [244].  

      Les terpènes ainsi que les flavonoïdes peuvent pénétrer dans la double 

couche phospholipidique de la membrane de la cellule bactérienne et induire sa 

rupture. Le contenu cytoplasmique est déchargé à l’extérieur de la cellule 

impliquant sa destruction [245][246]. Également, une perturbation chémo-

osmotique et une fuite de potassium intra-cytoplasmique peuvent subvenir, suivi 

de la libération d’acides nucléiques, de l’ATP, et du phosphate inorganique 

[242][246][247]. 

     D’après MASSON et WASSERMAN [248], les composés phénoliques et les 

aldéhydes possèdent un mécanisme similaire, avec une efficacité inhibitrice 

proportionnelle à leur degré d’hydrophobicité. Certains composés phénoliques des 

HEs interfèrent avec les protéines de la membrane des micro-organismes comme 

l’enzyme ATPase, soit par action directe sur la partie hydrophobe de la protéine, 

soit en interférant dans la translocation des protons dans la membrane prévenant 
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la phosphorylation de l’ADP [249][250]. De ce fait la synthèse de l’ADN, l’ARN, 

des protéines et des polysaccharides peuvent être inhibés par les huiles 

essentielles [251]. 

      De nombreux auteurs, ont constaté que le changement dans la composition 

chimique des huiles essentielles affecte directement leurs propriétés biologiques 

[252][253]. Ce qui mène à attribuer l’activité antibactérienne aux composants 

chimiques des HEs. 

      L’HE de Laurus nobilis, contient une forte quantité  en 1,8 cinéole. Ce 

composant est à l’origine du pouvoir inhibiteur de l’HE de Laurus nobilis. Plusieurs 

recherches, ont mis en évidence son effet sur plusieurs souches telles que 

Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus typhi, 

Staphylococcus aureus, Staphylococcus intermedius et Bacillus subtilis [254]. 

      Selon WANG et ses collaborateurs, l’impact des composés mineurs n’est pas 

à négliger. Ils ont démontré que les HEs entières ont une activité antimicrobienne 

supérieure à un mélange de composants majeurs des mêmes huiles essentielles, 

ce qui suggère que les composants mineurs peuvent avoir un effet synergique 

[255]. 

3.4.2. Activité antifongique de l’HE 

       L’huile essentielle de Laurus nobilis  a été testée sur la croissance mycélienne 

des champignons phytopathogènes dans le but de déterminer son activité 

antifongique. En effet, différentes concentrations ont été testées : 0,03 ; 0,625 ; 

0,125 ; 0,25 ; 0,5 ; 1, et 2 %  (Tableau 3.9). 

        L’étude statistique (p<0,05)  (Appendice G.2) a montré que les différentes 

concentrations de l’huile essentielle de Laurus nobilis présentent une activité 

antifongique efficace. Pour différencier les concentrations par rapport à leurs 

effets, nous avons fait un suivi de la croissance mycélienne pendant 7 jours 

d'incubation. Une évolution hétérogène entre les différentes concentrations a été 

constatée durant cette période (Tableau 3.9). 
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Tableau 3.9 : Taux d’inhibition de la croissance mycélienne  

 

 

      On note que l’huile essentielle de Laurus nobilis  a induit un pourcentage 

d’inhibition très important après 7 jours d’incubation. Cette dernière est estimée à 

100% pour les concentrations 0,5 ; 1 et 2 %. 

        Les concentrations 1 et 2 % se présentent comme étant les plus efficaces 

durant toute la période d’incubation et pour tous les champignons testés. 

Toutefois, il est à signaler que les deux doses  1 et 2 % ont  permis une inhibition 

de 100% dés le premier jour,  jusqu’à la fin de l’incubation.  

         Contrairement à Aspergillus parasiticus ATCC 16992, les résultats obtenus  

montrent qu’après 7 jours d’incubation,  le pourcentage d’inhibition atteint 63,51% 

à une concentration de 2 %. Cette inhibition incomplète a été constatée 

uniquement pour Aspergillus parasiticus ATCC 16992 qui semble être le 

champignon le plus résistant à l’huile essentielle de Laurus nobilis. 

 
 

Concentration 
HE en  (%) 

% Inhibition (moyenne ± écart-type) 

Aspergillus 
parasiticus 

ATCC 16992 
 

Aspergillus 
flavus MNHN 

994294 
 

Aspergillus 
niger ATCC 

16404 

Penicillium 
expansum 

ATCC 24692 
 

0,03  
0,625  
0,125  
0,25  
0,5  
1 
2  

3,33 ± 0,5 
4,02 ± 1,8 
4,64 ±  2,6 
5,49 ± 1,2 
6,66 ± 0,7 

61,03 ± 2,1 
63,51 ± 1,6 

2,99 ± 3,2 
39,40 ± 1,7 
67,75 ± 1,3 
75,08 ± 2,9 
78,24 ± 0,7 
87,62 ± 1,8 
100  ± 0,0 

1,71 ± 0,5 
5,34 ± 0,3 
21,27 ± 1,6 
24,71 ± 0,0 
50,28 ± 1,3 
 100  ± 0,0 
 100  ± 0,0 

4,22  ± 0,9 
13,64 ± 1,0 
38,61 ± 0,2 
60,23 ± 0,5 
62,63 ± 1,2 
100  ± 0,0 
100  ± 0,0 

 
 

Concentration 
HE en  (%) 

% Inhibition (moyenne ± écart-type) 

Fusarium 
moniliforme 

ATCC 52539 

Fusarium 
sporotrichioides 
VTT D-72014 

Fusarium 
oxysporum  

MNHN 963917 
 

Penicillium 
digitatum  

PHI26 
 

0,03  
0,625  
0,125  
0,25  
0,5  
1 
2  

2,46 ± 1,4 
4,28 ± 2,3 

20,96 ± 0,9 
37,88 ± 0,3 
39,15 ± 1,9 
56,71 ± 1,1 
100  ± 0,0 

0,83 ± 2,2 
2,43 ± 0,4 
4,99 ± 1,1 
36,92 ± 0,0 
57,25 ± 0,6 
79,72 ± 1,2 
100  ± 0,0 

23,70 ± 1,3 
26,82 ± 0,6 
52,29 ± 2,4 
69,25 ± 1,2 
82,98 ± 1,8 
100 ± 0,0 
100 ± 0,0 

17,72 ±  0,1 
26,92 ± 0,5 
42,03 ± 0,7 
72,77 ± 1,5 
100 ± 0,0 
100 ± 0,0 
100 ± 0,0 
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        En effet, cette efficacité peut être due au réservoir des composés 

phénoliques et terpéniques de cette plante. Dans ce sens, une étude publiée par 

VALNET a montré que les composés chimiques ayant une efficacité 

antibactérienne et antifongique à large spectre sont les phénols, les aldéhydes, les 

alcools et les cétones terpéniques [256]. 

         L’activité antimicrobienne des huiles essentielles ne peut pas être Iiée à celle 

de leurs produits majoritaires,  il est nécessaire de tenir compte de l'existence des 

interactions et des phénomènes de synergie entre ces composés majoritaires et 

ceux qui sont minoritaires [257]. Des phénomènes de synergie entre les différents 

constituants peuvent être à l’origine d'une activité beaucoup plus prononcée que 

celle prévisible pour les composés majoritaires [258][259].  

        WILSON et al., a montré que les composés des huiles essentielles des 

plantes qui agissent contre les champignons peuvent être utilisés pour contrôler 

des maladies fongiques des fruits et des légumes [260]. 

       Une autre étude présentée par WILSON et al., a montré que des composés 

fongitoxiques des huiles essentielles pourraient être une alternative au bromure de 

méthyle utilisé comme fumigants dans le sol [260]. 

        Une étude présentée par SARI  et HADDOUCHI a montré l’effet antifongique  

des huiles essentielles de Laurus nobilis sur Aspergillus flavus O2, Fusarium 

oxysporum F16,  Penicillium spp BT2,  Aspergilus niger BDB5,  Rhizopus 

stolonifer O1 [260][261]. 

         Par ailleurs, nous avons observé qu’à une concentration de 0,5 ; 1 et 2 % 

l'inhibition de la croissance des champignons  complète est atteinte, il serait 

intéressant de savoir si l'huile essentielle est fongistatique ou fongicide à ces 

concentrations.  

       A la lumière des résultats obtenus (Tableau 3.10), il est important de noter 

que l’huile essentielle de Laurus nobilis  a inhibé complètement la croissance 

mycélienne du  Penicillium digitatum  PHI26 dès la concentration  CMI =0,5 %. 

Ainsi, on note que l’HE de Laurus nobilis  a inhibé complètement la croissance 

mycélienne du Fusarium oxysporum  MNHN 963917, d’Aspergillus niger ATCC 

16404 et  du Penicillium expansum  ATCC 24692 dès la concentration  CMI =1 %. 
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Tableau 3.10 : Concentrations minimales inhibitrices (CMI) et concentrations   

minimales fongicides (létales) (CML=CMF)                

 

Souches fongiques 

 

CMI (% ) 

 

CML=CMF (%) 

Fusarium moniliforme ATCC 52539 2 > 2 

Fusarium sporotrichoides VTT D-72014 2 2 

Fusarium oxysporum  MNHN 963917 1 2 

Aspergillus parasiticus ATCC 16992 > 2 > 2 

Aspergillus flavus MNHN 994294 2 > 2 

Aspergillus niger ATCC 16404 1 1 

Penicillium digitatum  PHI26 0,5 1 

Penicillium expansum  ATCC 24692 1 2 

 

       Quant à Fusarium moniliforme ATCC 52539, Fusarium sporotrichoides VTT 

D-72014  et  Aspergillus flavus MNHN 994294,  ils  sont très sensibles à l’action 

de l’HE car l’inhibition est  de 100%  qui correspand  à une  CMI = 2%. Le 

pourcentage d’inhibition de l’huile essentielle est estimé à 63,51% à une  CMI de 

l’ordre de2% pour Aspergillus parasiticus ATCC 16992. 

       L’HE de Laurus nobilis montre un effet fongistatique  sur Fusarium 

moniliforme ATCC 52539 et Aspergillus flavus MNHN 994294. Alors que pour les 

souches Fusarium sporotrichoides VTT D-72014, Fusarium oxysporum  MNHN 

963917, Aspergillus niger ATCC 16404, Penicillium digitatum  PHI26 et Penicillium 

expansum  ATCC 24692, l’huile essentielle présente un effet fongicide. 

       Par ailleurs, Aspergillus parasiticus ATCC 16992, montre une résistance 

élevée à l’huile essentielle même  à fortes concentrations (63,51 % à 2 %). Ce 

résultat  peut être dû au fait que ce champignon neutralise l’effet de cette huile en 

la métabolisant du fait de sa faible concentration. 

      HOUICHER et al., ont montré que la souche  Aspergillus parasiticus était la 

souche la plus résistante à l’huile essentielle de Laurus nobilis avec  CMF > 20 μl 

ml-1 [263]. 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Houicher%20A%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=27697030
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3.5. Étude de l’activité antioxydante  

        Cette activité a été testée avec  trois méthodes complémentaires en 

l’occurrence, le piégeage du radical libre DPPH, la réduction du fer et le test de 

blanchiment du β-carotène. 

 
3.5.1. Effet scavenger du radical DPPH 

 
      L’activité antiradicalaire des extraits de Laurus nobilis a été évaluée par 

spectrophotométrie en suivant la réduction du radical DPPH, qui s’accompagne 

par son passage de la couleur violette à la couleur jaune mesurable à 517 nm 

[264]. Le DPPH est un radical libre nous permettant de déterminer le potentiel de 

piégeage des extraits  grâce à sa sensibilité à détecter les composants actifs à de 

faibles concentrations [265]. 

 
3.5.1.1. Pouvoir de piégeage  du radical DPPH des extraits volatils (HE et HY) 

 
        La figure 3.17 illustre l’efficacité des extraits volatils et des antioxydants de 

références à piéger le radical DPPH, traduite par le taux d’inhibition en fonction 

des différentes concentrations. 

 
      L’HE et l’HY présentent un pouvoir d’inhibition respectivement de 16,37 ± 

0,47% et de 6,54± 0,64% pour la concentration 100 mg/l. Le pouvoir d’inhibition de 

l’HE et de  l’HY est  respectivement  de 55,18 ± 0,54% et de 51,06 ± 0,52% à une 

concentration 1000 mg/l (Figure 3.17). 

 
      Les résultats obtenus ont montré que les extraits volatils présentent  un 

pouvoir d’inhibition relativement faible à celle de la rutine (témoin positif).  Cette 

dernière a révélé un pourcentage d’inhibition du radical libre DPPH qui a atteint  

(72,00 ± 0,36%)   à la  concentration de 1000 mg/ml  (Figure 3.17).   
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Figure 3.17: Pouvoir de piégeage  du radical DPPH des extraits volatils 
                  (HE et HY) de Laurus nobiis et de  la Rutine (témoin positif) 

 
 
       L’analyse statistique (Appendice G.3) nous a permis de mettre en évidence 

l’effet significatif de la nature de l’antioxydant (HE, HY, Rutine) et de la 

concentration sur le pouvoir de piégeage du radical DPPH. Le test de Newman et 

Keuls nous a permis de classer ces variables selon leurs pouvoirs réducteurs 

comme suit : 

 
- Nature des antioxydants    Rutine >HE > HY ; 

- Les concentrations 1000 >800 >600> 400 >200 >100 mg/l. 

 
       Nos résultats montrent que l’HE et l’HY de Laurus nobilis possède une activité 

antioxydante mais elle est moins efficace que celle des standards. Cette activité 

est tributaire de la mobilité de l’atome d’hydrogène du groupement hydroxyle des 

composés phénoliques de l’huile essentielle. En présence d’un radical libre 

DPPH•, l’atome H est transféré sur ce dernier alors transformé en une molécule 

stable DPPH. Ainsi, on observe une diminution de la concentration du radical libre 

et également l’absorbance au cours du temps de réaction jusqu’à l’épuisement de 

la capacité de l’antioxydant donneur d’hydrogène [266].   

 
       En général, les interactions synergiques entre les différents constituants d’une 

HE sont à l’origine d’un pouvoir antioxydant beaucoup plus important [267][268]. 

En effet, certains constituants des HEs autres que les composés phénoliques tels 

que le γ-terpinène possèdent aussi une forte activité antioxydante [268]. 
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      FERREIRA et al.,  ont montré que  l’activité antioxydante de l’huile essentielle, 

l’extrait éthanolique et la décoction de Laurus nobilis, montrent des valeurs 

élevées en activité antioxydante par rapport aux extraits polaires [269].  

 
3.5.1.2. Pouvoir de piégeage  du radical DPPH des extraits polaires (EA et EM) 

 
       Les résultats de l’activité de piégeage du radical DPPH par les extraits 

polaires et les témoins positifs sont rapportés dans la figure 3.18. 

 
      Les résultats montrent que l’évolution de l’activité antiradicalaire est dose-

dépendante, elle s’accroit avec l’augmentation des concentrations des extraits  

dans le milieu réactionnel. 

 

 

Figure 3.18: Pouvoir de piégeage  du radical DPPH des extraits polaires (EA et 

EM) de Laurus nobilis et des témoins positifs (Tocophérol, Quercétine et BHT) 

 
      Les résultats de la figure 3.18 montrent que c’est la quercétine qui est le 

piégeur du radical DPPH le plus puissant parmi les trois témoins positifs utilisés 

(Tocophérol, Quercétine et BHT). Les extraits polaires  (EM et EA) possèdent des 

capacités de neutralisation du radical libre DPPH intéressantes, puisqu’ils agissent 

à faibles doses, mais reste significativement inférieur à celle de la quercétine. 
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       Nous remarquons aussi que pour une concentration de 100 mg/ml de 

l’extrait méthanolique nous obtenons une activité supérieure à celle observée 

pour une concentration de 1000 mg/l avec l’HE. 

 
      L’analyse statistique (Appendice G.3) nous a permis de mettre en évidence 

l’effet significatif de la nature de l’antioxydant (EM, EA, Tocophérol, Quercétine, 

BHT) et de la concentration sur le pouvoir de piégeage du radical DPPH. Le test 

de Newman et Keuls nous a permis de classer ces variables selon leurs pouvoirs 

réducteurs comme suit : 

 
- Nature des antioxydants   Quercétine> EM > BHT>Tocophérol > EA ; 

- Les concentrations 100 >50 >25> 10 >5 >2,5 mg/l. 

 
        La présence ans le laurier de l’isoquercitrine, les glycosides flavonol et la 

vitamine E peuvent expliquer l’activité anitoxyadante démontrée [70][76][83]. 

 
      Les composés phénoliques semblent être très performants pour leurs activités 

antioxydantes du fait de la présence de nombreux hydroxyles, pouvant réagir avec 

les radicaux libres [270][271][272]. L’activité antiradicalaire des extraits polaires 

(EM et EA) est probablement liée à leur contenu en polyphénols et  en 

flavonoïdes.  

 
      De nombreuses études ont établi des relations entre les structures chimiques 

des flavonoïdes et leurs capacités antioxydantes. L’activité de ces molécules à 

piéger les radicaux libres dépend essentiellement de leurs structures. Les 

flavonoïdes les plus actifs sont ceux qui renferment des groupements 3’- 4’ 

dihydroxy sur le cycle B et/ou un groupement 3 OH sur le cycle C [272][273][274].  

 
     L’éfficacité de l’antioxydant (AH) augmente si la force de la liaison A-H est 

faible et le radical (A) résultant doit être le plus stable possible, ce qui est le cas 

pour les composés phénoliques et flavonoïdes. Ces derniers sont des donneurs 

d’électrons ou d’hydrogènes [275], chélateurs des ions métalliques [276][277]. 

Plusieurs études ont montré que les groupements hydroxyles dans les composés 

phénoliques et flavonoïdes sont responsables de leurs pouvoirs antioxydants 

[278][279], et aussi les sites d’hydroxylation des différents noyaux affectent la 
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potentialité antioxydante [280] . Pour les flavonoïdes, les formes aglycones sont 

plus actives que les formes glycosylées [275]. 

 
3.5.1.3. Activité antioxydante des extraits et des témoins  positifs exprimée par 

l'IC50 

 
        L’activité antioxydante des extraits testés est aussi exprimée  par l’IC50 

(tableau 3.11). La valeur de chaque IC50 exprime la concentration de l’extrait 

exigé pour réduire 50% de DPPH en solution. 

 
       L’IC50 et l’activité antioxydante des extraits  testés sont inversement 

proportionnels [281].  

 
       La quercétine est le piégeur du radical DPPH le plus puissant parmi les quatre 

témoins  positifs utilisés (Rutine, Tocophérol, Quercétine et BHT) avec un IC50 de  

0,907±0,03 µg/ml (Tableau 3.11), en l’occurrence, les flavonoïdes sont des 

capteurs puissants de radicaux [282][283][284]. 

 
Tableau 3.11: Activité antioxydante  des extraits et des témoins  positifs exprimée 

par l’IC50 (µg /ml) 

 

Extraits et témoins  positifs IC50 ± écart-type (µg /ml) 

Huile essentielle 1340,313±1,20 

Hydrolat 3461,603±2,05 

Extrait méthanolique (EM) 0,984±0,22 

Extrait aqueux (EA) 5,305±0,08 

Rutine  479,399±0,35 

Tocophérol 2,549±0,12 

BHT 1,268±0,23 

Quercétine 0,907±0,03 

 
      La comparaison des extraits EM, EA, HE et HY révèle que l’EM représente 

l’extrait le plus actif avec une IC50 de (0,984±0,22 µg /ml), suivi par l’EA avec une 

IC50 de l’ordre de (5,305±0,08 µg /ml). L’HY représente l’activité antiradicalaire la 

plus faible avec une IC50 de l’ordre de (3461,603±2,05 µg /ml). 
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3.5.2. Réduction du fer : FRAP (Ferric Reducing Antioxidant Power) 

 
 

 L’évaluation de l’activité antioxydante par la réduction du fer est une 

méthode facile et reproductible, pour cela elle est très utilisée pour distinguer les 

extraits les plus actifs [127].  

 

        Le BHT, le tocophérol et l’acide ascorbique ont été pris comme des témoins 

positifs.  

        Les résultats du pouvoir réducteur des extraits étudiés et des témoins positifs 

(BHT, Tocophérol et l’acide ascorbique) exprimés par l’absorbance à 700 nm, sont 

résumés dans la figure 3.19. 

 

Figure 3. 19 : Test du pouvoir réducteur des extraits de Laurus nobilis (HE, HY, 
EA et EM) et des témoins positifs (BHT, Tocophérol et Acide ascorbique) 

 
          Nous remarquons que l’extrait méthanolique a un bon pouvoir réducteur qui 

augmente avec la concentration (Figure 3. 19). L’EM  testé exerce un pouvoir 

réducteur comparable  à ceux  du BHT. 

 
        L’analyse statistique (Appendice G.3) montre que l’interaction des variables 

étudiées (la nature de l’antioxydant et  la concentration) ont un effet significatif sur 

le pouvoir réducteur. Le test Newmen Keuls nous a permis de classer ces 

variables selon leurs pouvoirs réducteurs comme suit : 

 

AA 
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- Nature des antioxydants Tocophérol > BHT = EM >Acide ascorbique>EA> 

HE>HY ; 

- Les concentrations 1000 >800> 600> 400 >200> 100 mg/l. 

 
      Les variations de l'activité réductrice des radicaux libres, sont directement liées 

aux taux de composés phénoliques présents dans la plante récoltée  [285] [286]. 

 

3.5.3. Test de blanchissement du β-carotène 

 

      Les activités inhibitrices de peroxydation des lipides par les extraits de Laurus 

nobilis  ont été évaluées par l’essai du blanchiment du β-carotène, celui-ci est 

obtenu par sur la perte de la couleur jaune de β-carotène due à sa réaction aux 

radicaux qui sont constitués par oxydation de l’acide linoléique dans une émulsion. 

La présence de différents antioxydants peut gêner l’ampleur du blanchiment du β-

carotène en neutralisant le radical libre de linoléate et d’autres radicaux libres 

formés dans le système [287]. Cette méthode est employée couramment parce 

que le β-carotène est un composé physiologique important qui montre une activité 

biologique forte [287].  

 
      Une des réactions les plus importantes de la peroxydation lipidique est l'auto-

oxydation des acides gras insaturés, incriminée dans de nombreuses atteintes 

cellulaires [269]. Selon plusieurs auteurs, le test d’inhibition de l’oxydation de 

l’acide linoléique couplée à celle du β-carotène, parait très utile comme modèle 

mimétique de la peroxydation des lipides dans les membranes biologiques [69]. 

 
       En outre, le β-carotène est utilisé comme agent de coloration en boissons et 

sa décoloration réduit nettement la qualité de ces produits [283]. De ce fait, il est 

employé dans l’évaluation de l’activité antioxydante des extraits de Laurus nobilis. 

      La cinétique de la décoloration du ß-carotène, en présence des extraits  de 

Laurus nobilis et du témoin posotif (BHT), ainsi que le pourcentage d’inhibition de 

la peroxydation lipidique (AAR) sont regroupés dans la figure 3.20  et le tableau 

3.12. 
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Tableau 3.12: Pouvoir anti-radicalaire des extraits  de Laurus nobilis  

 
 

 

 

 

 

 

Figure 3.20:Cinétique de blanchissement du β-carotène à 490 nm en absence et 
en présence des extraits et du témoin positif (BHT)  

 
      Les courbes de cinétique de blanchissement du β-carotène obtenues montrent 

que le BHT (témoin positif) et tous les extraits testés inhibent d’une manière 

significative l’oxydation couplée de l’acide linoléique et du β carotène par rapport 

au contrôle négatif (l’extrait est remplacé par le méthanol) qui représente 100% de 

la peroxydation (Figure3.20 et Appendice G.3). 

 
      Selon les résultats, l’extrait méthanolique de Laurus nobilis  a manifesté la plus 

forte aptitude à inhiber la formation des radicaux par l’acide linoléique avec un 

pourcentage d’inhibition égal à 78,43%, suivi de l’extrait aqueux  dont le taux est 

de 69,17%. L’HE du Laurus nobilis a manifesté une activité antioxydante modeste 

par rapport aux deux autres extraits (EM et EAQ) testés avec un taux de 28,66%, 

suivi par l’HY qui représente 23,08 % d’activité inhibitrice. 

 

Extraits AAR% 

Huile essentielle  28,66 

Hydrolat  23,08 

Extrait aqueux  69,17 

Extrait méthanolique 78,43 

- 
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       Nos résultats sont en accord avec ceux de PUKALSKAS et al., qui  rapportent 

une corrélation positive entre tout le contenu phénolique et l’activité antioxydante 

[288]. L’activité antioxydante dépend de plusieurs facteurs, tels que : la 

concentration des extraits, la méthode d’évaluation, la sensibilité des antioxydants 

à la température de l’essai et la nature hydrosoluble ou liposoluble de l’antioxydant 

[287][288]. 

 

       OZCAN et ses collaborateurs  [289], ont montré que le pourcentage 

d’inhibition de l’oxydation de l’acide linoléique de l’huile essentielle de Laurus 

nobilis  était de 64,28%, nettement supérieur à celui de l’huile essentielle obtenu 

au cours de notre expérimentation qui ne présente qu’une valeur de 28,66%. 

 
     L’activité antioxydante est attribuée à la composition chimique des huiles 

essentielles. Cependant, elle peut être due à l’un des constituants majoritaires ou 

à d’autres constituants minoritaires ou également à une synergie entre eux [238]. 

  
       Les huiles avec une prédominance monoterpènique ont montré une activité 

assez modeste [290]. Au contraire,  les travaux de ROGINSKY et al.,[160], 

montrent une grande activité antioxydante des huiles essentielles contenant des 

monoterpènes et / ou des sesquiterpènes oxygénés. Ainsi une corrélation existe 

entre l’activité antioxydante des essences et la teneur de monoterpènes oxygénés 

[291]. 

 
     Concernant l’HE de L. nobilis, RUBERTO et BARATA [267], ont attribué son 

modeste potentiel antioxydant à la présence de monoterpènes oxygénés dont le 

1,8-cinéole. Ce dernier a été considéré comme un faible antioxydant avec un IC50 

assez élevé  d’une valeur de 9,360 mg/ml. 

 
      Par contre le linalol,  a un pouvoir antioxydant appréciable [292]. Toute fois, 

selon RUBERTO et BARATA [267], le linalol n’a pas d’activité. Néaumoins, il peut 

etre considéré comme un pro-oxydant.  

 

      Selon LIYANA-PATHRIANA [293], un extrait qui inhibe ou retarde le 

blanchissement du β carotène peut être décrit comme un piégeur de radicaux 

libres et comme un antioxydant primaire. 
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3.6. Étude de la toxicité aiguë des extraits de feuilles  

 

3.6.1. Observations cliniques et de survie 

 
       Les signes cliniques et de mortalité apparus chez les souris mâles et femelles  

de chaque lot ont été suivis continuellement pendant deux heures après 

l’administration orale des extraits de Laurus nobilis. Ces observations concernent 

la durée de l’expérimentation de la toxicité aiguë (14 jours). Le lot témoin (0 

mg/kg), contenant les souris gavées par l’eau physiologique, n’a montré aucun 

signe de toxicité immédiat ou de mortalité.  

 
       Les différents lots de  souris mâles et femelles  ayant reçu chacun les extraits 

suivant : l’hydrolat, l’extrait aqueux et l’extrait méthanolique de Laurus nobilis à 

des doses comprise entre 50 et 5000 mg/kg ont retrouvé un comportement normal 

comparable à celui des témoins.  

 
      Cependant, la prise des différentes doses de l’huile essentielle de Laurus 

nobilis, par voie orale, a provoquée des changements plus ou moins graves dans 

l’activité physique et le comportement des souris mâles et femelles  qui peuvent 

aller jusqu’à la mort. Le tableau 3.13 résume l’ensemble des troubles enregistrés 

au cours de cette expérience. 

 
       Les souris mâles et femelles  traitées par les deux doses 50 et 100 mg/kg de 

l’HE, présentent un comportement normal comparable à celui des témoins. De 

même, peu de signes de toxicité ont été enregistrés chez les souris mâles et 

femelles  traitées avec les doses de 200 et de 500 mg/kg de l’HE. 

 
       Par contre, dès l’administration des doses 1000, 2000 et 5000 mg/kg de l’HE, 

nous avons enregistré des troubles et des signes de toxicité graves qui conduisent 

jusqu’à la mort de la totalité des souris  du lot. 

 
       Les souris mâles et femelles  présentent surtout des convulsions avec de 

fortes agitations, une accélération de rythme cardiaque avec des difficultés 

respiratoires, puis un coma profond jusqu’à la mort. 
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Tableau 3.13: Comportement et signes de toxicité  aigue de l’HE  

 

 
Dose de l’HE (mg/kg) 
 

 
Temoins

0 

 
50 

 
100 

 
200 

 
500 

 
1000 

 
2000 

 
5000 

 
Mortalité: Mâles/ 
 souris     Femelles 
 

 
0/5 
0/5 

 
0/5 
0/5 

 
1/5 
0/5 

 
1/5 
1/5 

 
2/5 
1/5 

 
3/5 
4/5 

 
5/5 
5/5 

 
5/5 
5/5 

Comportement normal 
Démarche anormale 
Activité réduite 
Difficulté de respiration 
Convulsion 
Diarrhée 
Coma 
Contraction 
abdominale 
Œdème musculaire 
 

+ 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 

+ 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 

+ 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 

- 
+ 
+ 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
 
 

- 
+ 
+ 
- 
- 
- 
- 
- 
+ 

- 
+ 
+ 
+ 
- 
+ 
+ 
+ 
+ 
 

- 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
 

- 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
+ 
 

    

      La méthode de KARBER et BEHRENS, mentionne que la DL50 est de 

747,5mg/kg  et elle est de 750 mg/kg selon la méthode de DRAGSTEDT et LANG. 

 Nous pouvons déduire que  la DL50 moyenne de l’huile essentielle de Laurus 

nobilis testée est de 748,75±1,25  mg/kg. Cette DL50 a permis de classer l’huile 

essentielle testée dans la catégorie des substances faiblement toxiques, selon la 

classification de HODGE et STERNER [172]. 

 
      Nos résultats sont en accord avec ceux de ZERKAK et  ZETOUT, qui 

rapportent que l’huile essentielle de laurus nobilis originaire de Bejaia présente 

une DL50 orale ≥ 2000 mg/kg .Ce qui signifie que l’HE est légèrement toxique 

[294]. 

 
3.7. Étude de l’activité antidiabétique  
 

       Les rats mâles Wistar Albinos  sont rendus diabétiques à l’aide de 

strepozotocine, un antibiotique isolé à partir de Streptomyces achromogenes 

[295]. La STZ est un analogue du glucose  pour le récepteur GLUT2 qui 

abondamment exprimé dans les cellules B pancréatiques des rongeurs [296]. 

Cette substance pénètre dans les cellules pancréatiques à travers un transporteur 

du glucose et détruit massivement les cellules Béta des ilots de Langerhans avec 
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formations des radicaux libres qui transforment l’ADN [297][298]. Elle correspand 

à une fragmentation de l’ADN conduisant à l’activation de poly ADP-ribose 

synthétase avec déplétion  du taux du NAD+ cellulaire [299]. 

       Après l’installation du diabète, le traitement des différents lots peut 

commencer. Durant les premiers jours du traitement, un état de polyurie a été noté 

chez tous les rats diabétiques par rapport aux rats témoins sains avec une 

polydipsie et une polyphagie. Ces signes, observés chez les rats mâles, 

confirment l’installation du diabète. Les variations de la glycémie, du poids et les 

paramètres biochimiques sériques des rats mâles des différents lots sont notées 

dès la première semaine. 

3.7.1. Évolution du poids des rats   

     Le poids corporel des rats mâles (exprimé en grammes) des sept lots (TS, 

TDNT, TDTM, DHE, DHY, DEM, DEA) et les résultats sont présentées dans la 

figure 3.21.       

 
      La variation du poids des rats mâles constitue un paramètre très important. La 

figure 3.21 mentionne le suivi régulier des  rats mâles. Les résultats montrent, une 

différence de croissance entre les rats diabétiques non traités (témoins négatif : 

TDNT), celle des rats diabétiques traités par métformine (témoins positif),  celle 

des rats témoins sains et  ceux traités par les extraits de la plante (EM, EA, HE et 

HY). On note une augmentation significative du poids corporel chez les rats 

témoins sains et les rats diabétiques traités avec métformine (témoin positif), 

l’EM et  l’EA. Cette évolution n’est pas appréciée chez les rats diabétiques non 

traités (témoins négatif : TDNT) et les rats  diabétiques traités avec l’HE et  l’HY, 

où on note une diminution significative du poids à partir de la première semaine du 

traitement jusqu’à la fin de l’expérience (Appendice G.4).  
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Figure 3.21 : Variation du poids corporel chez les rats témoins sains, diabétiques 
non traités (TDNT) et traités (TDTM, DEM, DEA, DHY et DHE) en fonction du 

temps 
 

 
       Cette perte de poids des rats diabétiques est due au catabolisme, plus 

particulièrement celui des lipides par lipolyse des tissus adipeux suite à l’insulino 

déficience [300][301]. Cependant chez tous les lots diabétiques traités 

respectivement par l’extrait aqueux (250 mg/kg), l’extrait méthanolique (250 

mg/kg) de la plante et le médicament metformine (500 mg/kg), on observe à la fin 

un gain de poids. L’amélioration des poids corporels des deux lots traités par les 

deux extraits (EM et EA) de la plante pourrait être expliquée par le pouvoir de la 

plante à restaurer le stock en triglycérides, grâce à l’amélioration de l’insulino- 

sécrétion et de la glycémie observée  [302][303]. 

 
3.7.2. Évolution de la glycémie  

     La glycémie des rats mâles des lots à été suivie tout au long de 

l’expérimentation pendant trois semaines. Les résultats obtenus sont représentés 

dans la figure 3.22. 

     Le traitement des rats diabétiques a été initié à partir du premier jour après 

installation du diabète par gavage intra-gastrique journalier à dose de 500 mg/kg 

de métformine,  de 250 mg/kg de l’EA,  de 250 mg/Kg de l’EM, de 250 mg/Kg de 

l’HY et de 50 mg/Kg de l’HE. Après l’analyse statistique de ces résultats, nous 

Injection de STZ (60 mg/kg) Traitement 
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constatons que la glycémie des rats témoins sains n’a pas subit de variation 

significative (p<0.05) au cours de l’expérimentation (Appendice G.4). Tandis que 

l’injection intrapéritonéale de STZ aux rats des lots diabétiques (traités par 

métformine, l’extrait aqueux, l’extrait méthanolique, l’hydrolat et l’huile essentielle) 

à conduit à une augmentation significative (p<0.05) de leurs glycémies (Appendice 

G.4). Cette augmentation a atteint respectivement 3.31, 3.56, 3.45, 3.88 et 4.02 

g/l. 

 
 
Figure 3.22 : Variation de la glycémie chez les rats témoins sains, diabétiques non 
traités (TDNT) et traités (TDTM, DEM, DEA, DHY et DHE) en fonction du temps 

 
 
        Pour les lots diabétiques traités, on note une diminution significative (p< 0.05) 

de la glycémie chez les rats diabétiques traités avec le métformine (témoin positif), 

l’EM et  EA (Appendice G.4). Cette diminution débute dès la première semaine du 

traitement. A la fin du traitement la glycemie devient normale. L’effet de l’extrait 

méthanolique et  l’extrait aqueux de Laurus nobilis  sur la réduction de la glycémie 

des rats soumis à une hyperglycémie permanente pourrait être lié à la présence 

des flavonoïdes comme il a été souligné par certains auteurs [304][305]. Les 

polyphénols agissent en effet en améliorant la sensibilité des cellules de 

l’organisme à l’insuline, ce qui permet de réduire l’incidence du diabète de type 2 

[306][307][308][309]. Dans les extraits de Laurus nobilis en plus des flavonoïdes, 

on a noté la présence des saponines. Toute fois une seule  étude a montré l’effet 

antihyperglycémiant des saponines [310]. 
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     Les sulfamides hypoglycémiants comme le métformine  se lient à un récepteur 

spécifique, sur la membrane des cellules β pancréatiques au voisinage du canal 

potassique ATP dépendant et provoquent la fermeture de ce dernier. Ceci va 

entrainer une dépolarisation membranaire des cellules β avec ouverture des 

canaux calciques voltage dépendant et un influx de Ca2+ déclenchant ainsi par 

exocytose l’extrusion des granules de sécrétion d’insuline [311]. Il serait difficile de 

rapprocher le mode d’action des extraits méthanolique et aqueux  à celui du 

métformine à cause du mélange de composés pouvant interférer ou avoir une 

action synergique dans ces extraits. 

 
3.7.3. Évaluation des paramètres lipidiques 

      Les paramètres biochimiques sériques des rats mâles des différents lots sont 

notés à la fin du traitement (Tableau 3.14). 

 Tableau 3.14 : Évaluation des paramètres sériques  

 

Lots 

 

Dose 

 
Cholestérols totale 

(g/l) 

 
Triglycérides (g/l) 

TS 10 ml/kg NaCl 9% 0,6800 ±0,01871 0,6240±0,02702 

TDNT (témoin négatif) 10 ml/kg NaCl 9% 1,5360±0,02074 1,8100±0,03674 

TDTM (témoin positif) 500 ml/kg 0,9540±0,00894 1,2960±0,00894 

DHE 50 ml/kg 1,2660±0,02702 1,4360±0,01517 

DHY 250 ml/kg 1,3280±0,00837 1,4060±0,01342 

DEA 250 ml/kg 1,0160±0,00548 1,3260±0,00548 

DEM 250 ml/kg 0,9280±0,13882 1,3000±0,01581 

Les valeurs exprimées en moyenne ±SEM, *p < 0,05. 

 

 
      Les résultats accordés au tableau 3.14  montrent une diminution significative 

de cholestérol entre les rats des lots  diabétiques traités par le métformine, l’extrait 

aqueux et l’extrait méthanolique par rapport aux rats du lot diabétique non traité. 

Les résultats montrent une augmentation significative (p<0,05) entre les rats 

diabétiques non traités par rapport aux rats du lot témoin sain. La diminution du 

cholestérol peut résulter de la modification du métabolisme des lipoprotéines en 
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augmentant l’activité de la lécithine cholestérol acyl transférase ou en augmentant 

l’absorption des LDL par augmentation de leurs récepteurs [312]. Au contraire 

KRITCHEVESKY pense que la diminution des lipides plasmatiques est la 

conséquence de la diminution de l’absorption intestinale du cholestérol qui se lie 

aux acides biliaires et l’augmentation de la sécrétion biliaire [313]. 

 
      La variation des triglycérides a montré qu’il existe une augmentation 

significative entre les rats diabétiques non traités par rapport aux rats du lot témoin 

sain (TDNT:1,81 g/l  vs TS:0,62 g/l). L’étude statistique a montré une baisse 

significative (p<0,05)  (Appendice G) du taux de triglycérides entre les rats des lots 

diabétiques traités par le métformine, l’extrait aqueux et l’extrait méthanolique par 

rapport aux lots des rats diabétiques non traités  (TDTM: 1,29 g/l ; DEM: 1,300 g/l 

et DEA: 1.32 g/l vs TDNT: 1.81 g/l). L’existence des flavonoïdes dans les extraits 

de Laurus nobilis  semble être un facteur contribuant à l’amélioration du taux 

lipidique chez les rats diabétiques. Cette suggestion est supposée par PALSAMY 

et ses collaborateurs  qui ont montré le même effet chez des rats diabétiques 

traités par un flavonoïde qui est le resveratrole [314]. De plus la baisse du taux 

des lipides pendant le diabète diminue par conséquence le risque des 

complications cardiovasculaires [315].  

 
      Certains auteurs, ont rapporté que l’administration par voie orale des feuilles 

de Laurus nobilis chez les patients atteints du diabète type 2, a eu comme 

conséquence la réduction significative de la concentration du glucose dans le 

sang. Ainsi que le traitement par les feuilles de Laurus nobilis a causé une 

réduction significative  en cholestérol et en triglycérides [316][317]. 
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CONCLUSION 

 

 

       A l'heure actuelle, les plantes médicinales restent encore le premier réservoir 

de nouveaux médicaments. Elles sont considérées comme une source de 

matières premières essentielles pour la découverte de nouvelles molécules 

nécessaires à la mise au point de futurs médicaments.  

 

        Le présent travail à porté sur l’étude des extraits volatiles (HE, HY), des 

extraits organiques (EM) et des extraits aqueux (EA) de feuilles de Laurus nobilis, 

et nous avons tenté de contribuer à sa valorisation en Algérie en établissant une 

relation entre sa composition chimique et ses activités biologiques. 

 

       L’extraction de l’HE de feuilles de  Laurus nobilis, est effectuée par 

hydrodistillation. La détermination du rendement en huile essentielle a montré une 

rentabilité égale à 0,82%. Le rendement en hydrolat est de 0,46 % ce qui est très 

intéressant à l’échelle industrielle. 

 

      Les analyses physico-chimiques réalisées sur l’HE montrent que les 

paramètres étudiés sont conforme aux normes établies par les différentes 

pharmacopées et proches de certains travaux antérieurs. 

 

         Le profil chromatographique  de l’huile essentielle de Laurus nobilis L. a  

permis d’identifier 12 composés en l’occurrence, le 1,8-cinéol et le linalool  

apparaîssent comme les constituants majoritaires de l'HE  avec respectivement, 

24,658% et 18.563%, suivi de α –terpineol  (9.875%), de Methyl eugenol 

(9.871%), d’Eugenol (9.478%) et de L-4-terpineol (9.382%). 

 

        La fraction volatile de l’hydrolat est composée principalement  par le 1.8 

cineol (15.204%), accompagné par d’autres constituants dont les teneurs sont 

relativement faibles : linalol (8.456%),  terpinylacetate  (7,237%) et  sabinène 

(6.352%). 
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      Il en ressort que ces deux extraits volatiles  (HE, HY) présentent des 

composants en commun tel que sabinène, 1.8 cineole, linalool et methyl eugenol 

mais dans des proportions différentes. 

 

        L’étude microscopique au niveau du limbe et du pétiole de feuilles de Laurus 

nobilis a mis en évidence la présence de grosses poches entourées de cellules 

sécrétrices. 

 

       La détermination des rendements en extraits bruts a montré une rentabilité 

importante en extraits polaires (EM et EA) chez la plantes avec des valeurs 

respectivement de 20.45 % et de 18.57 %. 

 

       Le criblage phytochimique avec des tests spécifiques a permis de caractériser 

les flavonoïdes, les tanins, les proanthocyanidols, les alcaloïdes, les saponosides, 

les senosides, les mucilages, les coumarines, les caroténoïdes, les stéroïdes, les 

stérols et  les terpènes. Ces métabolites secondaires ont de grandes valeurs 

thérapeutiques. 

 

        L’évaluation du contenu en polyphénols totaux en adoptant la méthode de 

Folin-ciocalteu indique que, les deux extraits méthanolique et aqueux sont riches 

en composés phénoliques mais avec des valeurs variables en fonction  des 

solvants d’extraction. Les teneurs les plus élevées ont été détectés dans l’extrait 

méthanolique de Laurus nobilis (179,09 ±4,55  μg EAG/mg d’extrait)  tandis que, 

les plus basses sont enregistrées dans l’extrait aqueux (132,63 ±2,14 μg EAG/mg 

d’extrait).  

 

       De même, la détermination du contenu en flavonoïdes par la méthode d’AlCl3 

nous mène à conclure que, les teneurs en flavonoïdes varient d’un extrait à l’autre, 

selon les méthodes et les solvants utilisés pour l’extraction. Des teneurs 

maximales sont constatées dans l’extrait méthanolique de Laurus nobilis (9,68 ± 

1,64 μg EQ/mg  d’extrait), tandis que, des teneurs minimales sont enregistrées 

dans l’extrait aqueux (2,85 ±1,97μg EQ/mg d’extrait). 
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        L’évaluation du pouvoir antimicrobérien de l’huile essentielle de Laurus 

nobilis  par la méthode de diffusion en milieu solide a révélé que l’HE possède un  

large spectre d’action  vis-à-vis de tous les microorganismes testés.  

 
         Les concentrations minimales inhibitrices (CMI), les concentrations 

minimales bactéricides (CMB) et les concentrations minimales fongicides (CMF) 

ont été déterminées par la méthode de dilution sur gélose. Certains, micro-

organismes ont été sensibles aux huiles essentielles avec des valeurs de CMB et  

CMF comprises entre 2 % et 0.03 %. Ces résultats sont prometteurs et favorisent 

son ajout dans les produits pharmaceutiques. 

       L'estimation de l'activité antioxydante des différents extraits de Laurus nobilis 

a été évaluée par l'étude de leur pouvoir à piéger 50 % du radical DPPH (IC50), 

reductuion du fer (FRAP) et par le test de β-carotène/acide linoléique. Les 

résultats indiquent que l'extrait méthanolique de Laurus nobilis  présente la  

meilleure activité antioxydante pour les trois  méthodes. Ceci nous a permis de 

déduire que l'activité antioxydante de Laurus nobilis  est en relation avec la 

quantité de polyphénols et de flavonoïdes présents dans la plante. 

        Les résultats de la toxicité aiguë de l’huile essentielle de Laurus nobilis  L. 

chez les souris femelles et mâles ont permis de la classer parmi les huiles 

légèrement toxiques par voie orale, la DL50 étant de 748,75±1,25 mg/kg.Tandis 

que l’extrait aqueux, l’extrait méthanolique et l’hydrolat de Laurus nobilis ne 

présente aucune toxicité aiguë même après deux semaines d’observation. 

 
        L’injection intrapéritonéale de strepozotocine à une dose de 60 mg/kg de 

poids corporel chez les rats mâles a induit des perturbations métaboliques 

glucidique, lipidique et des  variations  du poids corporel.  Au contraire, le 

traitement des rats diabétiques par l’extrait méthanolique et  l’extrait aqueux de 

Laurus nobilis corrige ces perturbations et améliorent la résistance contre le 

diabète. 
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       En perspectives, nos travaux sont une étape préliminaire pour des études 

plus larges, plus approfondies et plus accomplies incluant: 

 

- Extraction et isolement des produits du métabolisme secondaires avec un degré 

de pureté suffisant pour les constituants de chaque famille; 

- Et il serait également intéressant, de tester les différentes familles ou molécules 

isolées, in vivo sur différents modèles biologiques, afin de trouver une application 

thérapeutique des molécules actives isolées. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

APPENDICE A 
LISTE DES SYMBOLES ET DES ABREVIATIONS 

 
 
 
AA 
AFNOR 
ATCC  
AAR 
BHT 
CG/MS  
CMI 
CMB 
CMF 
d 20

  

DL50 
DL100   
 
DO 
DPPH  
DHE 
DHY 
DEM 
DEA 
EDTA 
EM 
EA 
FRAP 
HY 
HE 
HNMN 
IA 
IC50 
IE 
IR 
MVF 
MVS 
MH 
PDA 
PI 
Ptp 
Ptv 
PPM 
pH 
R 
SAB 
STZ 
TH 
T 
TOC 

 
 
: Acide ascorbique 
: Association Française de normalisation 
: American Type Culture Collection 
: Activité antioxydante relative 
:Hydroxytoluène butylé 
: Chromatographie phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse 
: Concentration minimale inhibitrice 
: Concentration minimale bactéricide 
: Concentration minimale fongicide 
: Densité relative à 20 °C 
: Dose létale 
: La première dose qui entraîne la mort de 100% de l’effectif des souris du   
  lot    
: Densité optique 
: 2,2-diphenyl-1-picrylhydrazil 
: Groupe diabétique traité par l’huile essentielle 
: Groupe diabétique traité par l’hydrolat 
: Groupe diabétique traité par l’extrait méthanolique 
: Groupe diabétique traité par l’extrait aqueux 
: Éthylène Diamine Tétra-Acétique 
: Extrait méthanolique 
: Extrait aqueux 
:Ferric Reducing Antioxidant Power 
: Hydrolat 
: Huile essentielle 
: Muséum national d'Histoire naturelle 
: Indice d’acide 
: Concentration inhibitrice à 50% 
: Indice d’este 
: Indice de réfraction 
: Masse végétale fraîche 
: Masse végétale sèche 
: Muller-Hinton 
: Potato-Dextrose-Agar 
: pourcentage d’inhibition (PI) 
: Poids de tube plein 
: Poids de tube vide 
: Partie par million 
: potentiel d’hydrogène 
: rendement 
: Sabouraud 
: Strepozotocine 
: Taux d’humidité 
: Témoin 
: Tocophérol 

https://www.google.dz/url?sa=t&rct=j&q=&esrc=s&source=web&cd=1&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwjlzp2zwL_YAhVCkRQKHVsfAcwQFggmMAA&url=https%3A%2F%2Ffr.wikipedia.org%2Fwiki%2FHydroxytolu%25C3%25A8ne_butyl%25C3%25A9&usg=AOvVaw1jSZBDU5fR3TpSqCyZk7wL


 

TS 
TDNT 
TDTM 
Trs 
 

: Groupe control sain témoin 
: Groupe diabétique  non traité (control négatif) 
: Groupe diabétique traité par metformine (control positif) 
: Tours 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 

APPENDICE B 
MATÉRIELS UTILISÉS 

 
 

 
- Appareil DEAN et STARK 
- Agitateur magnetique (HANNA) 
- Ampoule à décanter 500 ml 
- Appareil d’hydrodistillation type Cleavenger 
- Anse de platine 
- Bain marie (nuve nb 20) 
- Bec benzène 
- Balance (Kern Kb) 
- Balance de précision (Kern ALS 220-4N) 
- Ballon 250, 500, 1000 ml 
- Bécher 100 ml ,250 ml  et  500 ml. 
- Ballon à fond plat à col rodé 
- Bistouri 
- Boittes de pétri 
- Burette 20 ml 
- Broyeur électrique 
- Centrifugeuse (nuve NF 200) 
- Chauffe ballon 
- Chromatographe (HP-6890 sérieII) couplé à un spectromètre de masse (5973 N  
  MS)  
- Ciseau 
- Creuset en platine 
- Cage pour souris 
- Cage pour rats 
- Distributeur de la paraffine 
- Disques d’antibiogramme stériles 
- Entonnoir en verre 
- Erlen Mayer 100, 500 ml 
- Etuve d’incubation (nuve EN 50) 
- Etuve de stérilisation (nuve FN 400) 
- Four à moufle 
- Loupe binoculaire (CARL ZEISS) 
- Loupe binoculaire à camera (Motic ST-30) 
- Lame en verre et lamelles 
- Micro pipette 100 μl 
- Micro pipette 1000 μl 
- Micro pipette 50 μl 
- Micro pipette 25 μl 
- Microscope photonique à camera (Motic BA 200) 
-Microscope photonique binoculaire (Motic) 
- Microtome manuel (LEICA RM 2125 RT) 
- papier aluminium 
- Papier filtre 
- pH mètre (HANNA pH 211) 



 

- Pince 
- Pipettes graduées de 1, 5, 10, 20 et 50 ml 
- Pipettes pasteurs 
- Plaque chauffante (Stuart CB162) 
- Portoir 
- Réfrigérant à eau 
- Rota vapeur (Stuart RE300) 
- Pinces 
- Portoirs 
- Plaque refroidissante 
- Pycnomètre 
- Polarimètre automatique de type SCHMIDT HAENSCH 
- Plaque chauffante 
- Pied-colis 
- Sonde de gavage pour souris 
- Sonde de gavage pour rats 
- Spatule inox 
- Spectrophotomètre UV-VIS (WPA LightwaveII) 
- Soxhlet 
- Scalpels 
- Seringues (1 ml ,5 ml, 10 ml et 20 ml) 
- Tube à essai 
- tube capillaire verre 
- Vortex 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

APPENDICE C 
RÉACTIFS UTILISÉS 

 

 

- 2,2-diphenyl-1-picrylhydrazil 
- Ammoniaque 
- Alcool iso amylique 
- Acétate de sodium 
- Acide acétique 
- Acide ascorbique 
- Acide chloridrique 
- Acide Galique 
- Acide chlorhydrique 
- Acide sulfurique 
- Acide linoléique 
- Acide trichloracétique 
- Ammoniaque 
- Anhydride acétique 
- β-carotène 
- Bicarbonate de Sodium 
- Butanol 
- Baume de Canada 
- Carbonate de sodium 
- Chlorhydrate de naftifine 
- Chloroforme 
- Carmin aluné 
- Copeaux de magnésium 
- Chlorure de sodium 
- Chlorure de fer 
- Chlorure d’aluminium 
- Chlorure de mercure 
- Dichlorométhane 
- Eau distillée 
- Eau physiologique 
- Éther de pétrole 
- Éther diéthylique 
- Éthanol 100%, 95% et 70% 
- Folin Ciocaltheu 
- Ferricyanure de potassium 
- Formol 
- Gélose nutritive 
- Hypochlorite de sodium 
- Hydroxyde de potassium 
- Hydroxytoluène butylé 
- Iodure de potassium 
- Méthanol 

https://www.google.dz/url?sa=t&rct=j&q=&esrc=s&source=web&cd=1&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwjlzp2zwL_YAhVCkRQKHVsfAcwQFggmMAA&url=https%3A%2F%2Ffr.wikipedia.org%2Fwiki%2FHydroxytolu%25C3%25A8ne_butyl%25C3%25A9&usg=AOvVaw1jSZBDU5fR3TpSqCyZk7wL


 

- Milieu Muller Hinton 
- Milieu Sabouraud 
- Milieu PDA 
- Nitrate de bismuth 
- Paraffine 
- phosphomolybdique 
- phosphotungstique 
- Quercetine 
- Rouge Congo 
- Rutine 
-Réactif de dragendroff 
- Sulfate de sodium anhydre 
- Strepozotocine 
- Trichlorure d’antimoine 
- Trichloride d’aluminium 
- Tween 40 
- Tween 80 
- Toluène 
- Vert de méthyle 
- α tocophérol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

APPENDICE D 
PROTOCOLES UTILISÉS 

 

 1. Technique histologique (coupe au microtome) 

La technique nécessite 3 étapes fondamentales : 

1.1. Fixation des organes 

 
       Pour la fixation de nos organes  (feuilles et pétioles), nous avons utilisé le 

mélange formol alcool, acide acétique (FAA : 8v/1v/1v). 

       Un passage sous vide dans le dessiccateur pendant une heure est important 

et obligatoire. Il est nécessaire car il permet une meilleure pénétration du fixateur 

dans les tissus, tout en éliminant l’eau des cellules  du tissu, en l’occurrence de 

l’organe végétal, et éviter ainsi une désorganisation des structures. 

 Le temps de fixation est de 24  à 48 h selon la taille et la consistance des organes 

à fixer. 

       Après la fixation, les organes sont trempés dans l’éthanol 70°. Cette opération 

assure une bonne conservation des organes pendant plusieurs mois [111]. 

 
1.2. Inclusion des organes dans la paraffine 

 
      Cette étape nécessite une déshydratation progressive des pièces à l’éthanol, 

puis une imprégnation par le toluène, avant l’inclusion des organes dans la 

paraffine fondue. 

 
1.2.1. Déshydratation 

 
       C’est le traitement par l’éthanol de concentration progressivement croissante, 

utilisée pour amorcer l’extraction de l’eau ou autres produits [111]. 

La déshydratation consiste à mettre les organes dans des bains d’éthanol durant 

d’une heure comme suit : 

- Éthanol 95° pendant 1 heure ; 

- Éthanol 95° pendant 1 heure ; 

- Éthanol 100 ° pendant 1heure ; 

- Éthanol 100° pendant 1heure ; 



 

- Éthanol 100° pendant 1 nuit. 

1.2.2. Imprégnation 

 
      Cette étape permet d’éliminer toute trace d’éthanol, et cela pour une meilleure 

pénétration de la paraffine dans les tissus.  

       L’imprégnation par le toluène  (hydrocarbure benzénique) est recommandée 

pour la rapidité de sa pénétration. Celle-ci se traduit par un éclaircissement des 

pièces [111]. 

      L’imprégnation se déroule en plongeant les fragments d’organes dans : 

 
-Toluène + alcool (1V /1V) pendant 30 mn ; 

-Toluène pur pendant 1heure ; 

-Toluène pur pendant 1 heure ; 

-Toluène pur pendant 1 heure ; 

-Toluène + paraffine fondue (1V /1V) pendant 30 mn de 58 °C à 60 °C ; 

- Paraffine pendant 1 heure de 58 °C à 60 °C ; 

- Paraffine pendant 1 heure de 58 °C à 60 °C ; 

- Paraffine pendant 1 nuit de 58 °C à 60 °C. 

 
1.2.3. Inclusion à la paraffine 

 
      L’inclusion se fait à la paraffine pure qui est coulée à chaud 65 °C (dans des 

moules (Cassette). 

       Ce système de cassettes consiste à remplir les moules métalliques de 

paraffine neuve fondue, dans laquelle on dépose délicatement l’échantillon. 

Ensuite on installe les cassettes identifiées sur les moules de manière à ce que  

cette paraffine pénètre dans les perforations des cassettes. Le durcissement se  

fait à l’air libre et à température ambiante, ou dans le réfrigérateur pendant 10 mn. 

      Nous obtenons à la fin  des blocs où les fragments sont parfaitement inclus. Le 

passage à l’étape suivante nécessite une heure d’attente au minimum [111].  

 

 

 
 
 
 



 

 
 
1.3. Confection des coupes et coloration 

 
      Les organes inclus dans la paraffine sont débités en coupes sériées d’une 

épaisseur de 10 μm à l’aide d’un microtome manuel (LEICA RM 2125 RT).  

      Les rubans de coupes réalisées sont placés sur des lames propres passées 

préalablement dans de l’éthanol 95 % puis séchées à l’aide d’un papier 

hygiénique, numérotées avec un diamant puis étalées par une eau gélatineuse 

préparée par 0.1g de gélatine en poudre dans 100 ml d’eau distillée.  

      Les préparations ainsi réalisées sont installées sur une plaque chauffante 

réglée à 40 °C afin d’étaler les coupes en évitant leur plissement [111].   

 
1.3.1. Déparaffinage 

 
       Le déparaffinage est une étape qui précède la coloration. Il consiste à éliminer 

la paraffine des tissus pour faciliter la pénétration des colorants.  

Cette étape est assurée par trois bains successifs dans le toluène : 

- Un bain de toluène pur pendant 15 mn sur plaque chauffante ; 

- Un bain de toluène pur pendant 10 mn sur plaque chauffante ; 

- Un bain de toluène pur pendant 10 mn sur plaque chauffante [111].   

 
1.3.2. Réhydratation 

 
       La réhydratation a pour but de préparer les coupes à l’action du colorant. Elle 

consiste à faire passer les coupes dans : 

- Trois bains successifs d’alcool absolu pendant 10 mn ; 

- Un bain d’alcool pure/formol (4V /1V) pendant 5 mn. 

      Les coupes sont ensuite rincées à l’eau courante [111]. 

 
1.3.3. Coloration 

 
    Nous avons utilisé la double coloration Carmino-vert selon le protocole suivant : 

 
- Vert de méthyle (10 mn) : les coupes sont uniformément colorées en vert ; 

- Les coupes sont disposées dans l’alcool 90 % pour y subir une régression de 

coloration ; 



 

- L’eau distillée : simple passage des coupes ; 

- Carmin aluné (10 à 15 mn) : colore les parois squelettiques des cellules 

végétales demeurées cellulosiques en rose alors que le vert de méthyle teinte les 

parois lignifiées, cutinisées et subérifiées en vert, ou bleu vert ou en violet suivant 

le degré de modification de la paroi colorée ; 

- L’eau distillée pour un dernier lavage, afin d’éliminer l’excès de coloration ; 

- Déshydratation (par séchage rapide sur une plaque chauffante) et montage des 

lamelles avec le baume de Canada [112]. 

 
2. Cinétique d’extraction 
 

 Mode opératoire 

 
      On introduit  100 g de feuille fraîche dans un ballon volumétrique de 2 litres. 

Celui-ci est rempli d’eau jusqu’aux 2/3 de son volume soit 1.33 L. Le ballon est mis 

dans une chauffe ballon. Les vapeurs qui se dégagent sont chargées d’huiles 

essentielles et passent dans le réfrigérant où la température avoisine les 12°C à 

13°C. Ainsi, la vapeur se condense en gouttelettes qui seront récupérées dans des 

Erlenmeyers à cols rodés durant 4 heures. 

 
      Le distillat obtenu est un mélange d’huile essentielle et d’eau de condensation. 

Pour séparer les deux phases nous procédons à une extraction liquide /liquide à 

l’aide d’un solvant. Dans une ampoule à décanter, nous mettons le distillat et nous 

ajoutons de l’éther diétylique. Dans l’ampoule on observe deux phases distinctes 

non miscibles : L’une des phases étant aqueuse et plus dense, elle occupe la 

partie inférieure tandis que l’autre, moins dense, organique, occupe la partie 

supérieure. Cette dernière est constituée d’huile essentielle dissoute dans de 

l’éther diéthylique. Dans le cas où la séparation n’est pas claire, nous ajoutons, à 

l’aide d’une spatule, une petite quantité de NaCl. L’huile essentielle ainsi récupérée 

est filtrée sur un papier filtre contenant du sulfate de sodium anhydre (Na2SO4) 

pour l’élimination des molécules d’eau susceptibles d’être encore contenues dans 

cette phase. Cette dernière est récupérée dans des tubes à essai préalablement 

pesés pour avoir le poids des tubes vides (Ptv). Après l’évaporation totale du 

solvant, les tubes sont à nouveau pesés pour avoir le poids des tubes pleins (Ptp). 



 

La différence entre (Ptv) et (Ptp) nous donnera le poids de l’huile essentielle, pour 

le calcul du rendement. 

3. Etude qualitative de l’activité antimicrobienne (aromatogramme) 

 Protocole expérimental 

 
- Préparation de l’inoculum 

 
                Les suspensions microbiennes sont effectuées en prélevant 3 à 5 colonies 

bien isolées et identiques de chaque jeune culture de 18 h pour les bactéries et 48 

h pour les levures, les mettre ensuite dans 9 ml d’eau physiologique stérile, puis 

agiter au vortex pendant quelques secondes. La lecture de la densité optique est 

effectuée en utilisant un spectrophotomètre réglé sur une longueur d’onde de 620 

nm. La DO doit être comprise entre 0.22 et 0.32 pour les bactéries à l’exception de 

Staphylococcus aureus dont la longueur d’onde se situe entre 0.3 et 0.4. La DO 

optimale pour les levures doit être comprise entre 2 et 3. Ces différentes DO 

correspondent à une concentration optimale de 107 à 108 germes/ml. 

 
- Préparation des milieux de culture 

 
       Verser aseptiquement les milieux gélosés déjà liquéfiée dans un bain Marie 

(Muller-Hinton pour les bactéries et Sabouraud pour les levures) sur des boites de 

Pétri à raison de 15 ml par boîte. 

      Laisser solidifier sur la paillace. 

 

- Préparation de la deuxième couche du milieu 

 
        Pour chacune des souches remplir des flacons stériles avec 50 ml de Muller-

Hinton pour les bactéries, et avec 50 ml de Sabouraud pour les levures. Nous 

avons réalisé 3 répétitions pour chaque concentration ; 

        Ensemencer les milieux de culture avec 200 μl de chaque suspension et ; 

        Transvaser rapidement 4 ml de chaque milieu inoculé en deuxième couche sur la 

surface des boîtes contenant déjà la première couche de gélose ; 

Etaler rapidement la seconde en faisant pivoter la boîte sur elle même pour avoir 

une surface uniforme ; 

         Enfin laisser solidifier sur la paillasse. 



 

 
- Dépôt des disques 

       
       Les disques en cellulose stérile, imbibées d’une quantité de produit à tester, 

sont déposés sur la surface de la gélose, puis laisser diffuser sur la paillasse 

pendant 30 minutes. L’incubation s’effectue à 37°C pendant 24h pour les bactéries 

et 25 °C pendant 48h pour les levures. 

 
- Lecture 

 
      La mesure du diamètre des zones claires autour des disques (zone d’inhibition) 

se fait à l’aide d’un pied à coulisse. 

 
4. Détermination des CMI 

 

 Protocole expérimental 

 
- Préparation de l’inoculum 

 
               A partir de jeunes cultures, nous réalisons des suspensions de 108 germes/ml 

pour chaque souche testée ; 

Réaliser une série de dilution allant de 10-1 à 10-6. 

 
- Préparation de la gamme de dilution de l’huile essentielle  

 
       Les différentes étapes sont les suivantes : 

 
Liquéfaction de 200 ml du milieu (Muller-Hinton pour les bactéries et Sabouraud 

pour les levures)  à 95°C dans un bain Marie et lui additionner 1 ml de Tween80 ; 

         Préparation d’une dilution de 2% de l’HE à tester en diluant 1 ml de l’huile 

essentielle obtenue dans 50 ml du milieu ; 

        Bien homogénéiser le 1er flacon puis verser 25 ml de son contenu dans un autre 

flacon, ajuster à 50 ml de milieu pour avoir la dilution 1%. Cette opération est 

poursuivie jusqu’à obtention de la dilution 0.03% ; 

A partir de chaque dilution ainsi obtenue, nous versons 20 ml dans chaque boîte 

de Pétri ; 

Laisser solidifier sur la paillace ; 



 

 
- Partager les boîtes en deux parties  

 
     Ensemencer une partie par spotage à l’aide d’une micro seringue avec 3 μl de 

chaque suspension microbienne de la dilution 10-4 ; 

Pour la détermination des CMB et CMF, nous déposons les disques cellulosiques 

imbibés avec 3 μl des suspensions microbiennes de la dilution 10-4 ; 

         Laisser les boîtes de Pétri, 30 minutes pour la diffusion, sur la paillasse; 

Incuber à 37 °C pendant 24 h pour les bactéries et à 25 °C pendant 48h pour les 

levures ; 

 
- Lecture 

 
      On parlera de CMI la ou aucune croissance visible n’est constatée au niveau 

des spots tout en sachant que la présence d’une ou deux colonies n’est pas prise 

en considération. 

 

5. Détermination des CMB/CMF 

 Protocole expérimental 

 
       Liquéfier les milieux MH pour les bactéries et SAB pour les levures dans un 

bain- Marie à 95 °C; 

Couler les boîtes de Pétri ; 

Laisser solidifier sur la paillace; 

         Avec une pince stérile, nous prélevons aseptiquement les disques correspondant 

aux concentrations de l’HE où aucune croissance n’est observée pour chaque 

souche lors de la détermination des CMI ; 

        On replace les disques dans des boîtes de Pétri déjà préparées ; 

        Incuber à 37 °C pendant 24h pour les bactéries et à 25 °C  pendant 48h pour les 

levures ; 

Effectuer une lecture à l’œil nu, la CMB et CMF sera la où aucune subcroissance 

d’une souche donnée n’est constatée après subculture. 

 

 

 



 

APPENDICE E 
 

1. Protocole de préparation de l'extrait aqueux 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

         

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Infusion dans l’eau distille sous agitation 
magnétique à 90 °C / 20 mn à raison 

 

Filtrat 

 

Sédiment 

 

Broyage 

 

Matière sèche 

 

Séchage du filtrat à l’étuve à 50 °C 

Extrait aqueux 
 



 

2. Protocole de préparation de l'extrait méthanolique 
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1 litre de méthanol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

    

 

                                                                     

                                                                               
                                             
 

                                               
 

 

                                                                      

                                                               

 

                                                         

     

                                                      

 

 

 

 

 

 Filtrat  Sédiment  

 Filtrat  Sédiment  

Matière sèche 

Sédiment  Filtrat 

Extraction méthanol/eau distillé (80/20)% / 24h + Filtration 
 

méthanol/eau distillé (80/20) % 48h  +Filtration 
 

méthanol/eau distillé (80/20)% / 72h + Filtration 
 

Filtrats combines 

Evaporation a basse pression à 35 °C / Séchage a 45°C 

Extrait méthanolique 



 

APPENDICE F 

 

1. Chromatogramme de l’HE de Laurus nobilis  L. extraite par hydro distillation et 

analysée par CG-MS 

1.1. Interprétation du chromatogramme: 

      Chaque pic a été soumis à une analyse par spectrophotométrie de masse 

permettant ainsi d’identifier chaque molécule. 

 t= 6.105 min  
Spectre de masse  
 

 



 

 t= 7.987 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 

 



 

 t= 8.930 min  
Spectre de masse  

 

 

 

 

 



 

 t= 10.154 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 11.055 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 14.100 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 14.952 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 20.572 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 22.107 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 23.812 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 29.730 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 

 



 

 t= 60.674 min  
Spectre de masse  
 

 

 

 



 

2. Chromatogramme de l’HY de Laurus nobilis  L. analysée par CG-MS 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 



 

APPENDICE G 

 

 

 

 

1.Étude statistique de l’évaluation qualitative de l’activité antimicrobienne de l’HE 
de Laurus nobilis 
 

Tableau G1 : Statistique descriptives 
 

 N Moyenne Ecart type Erreur 
standard 

Intervalle de confiance 
95 % pour la moyenne 

Minimum Maximum 

Borne 
inférieure 

Borne 
supérieure 

1 3 32.233 .8737 .5044 31.063 35.404 32.5 34.2 
2 3 22.267 .6429 .3712 20.670 23.864 21.8 23.0 
3 3 14.700 .6245 .3606 13.149 16.251 14.0 15.2 
4 3 67.233 .6807 .3930 65.542 68.924 66.7 68.0 
5 3 48.633 1.3650 .7881 45.242 52.024 47.7 50.2 
6 3 15.500 .6245 .3606 13.949 17.051 15.0 16.2 
7 3 18.100 .2646 .1528 17.443 18.757 17.9 18.4 
8 3 16.200 .4359 .2517 15.117 17.283 15.9 16.7 
9 3 14.967 .5033 .2906 13.716 16.217 14.5 15.5 
10 3 22.300 .7550 .4359 20.425 24.175 21.5 23.0 
11 3 33.500 1.3454 .7767 30.158 36.842 32.4 35.0 
12 3 20.100 .8544 .4933 17.978 22.222 19.3 21.0 
13 3 18.667 .5859 .3383 17.211 20.122 18.0 19.1 
14 3 16.033 .2517 .1453 15.408 16.658 15.8 16.3 
15 3 17.700 1.0440 .6028 15.106 20.294 17.0 18.9 
16 3 20.667 .5774 .3333 19.232 22.101 20.0 21.0 
17 3 17.600 .6000 .3464 16.110 19.090 17.0 18.2 
18 3 16.397 .5514 .3183 15.027 17.766 15.9 17.0 
19 3 24.573 .5605 .3236 23.181 25.966 24.1 25.2 
 20 3 15.010 .0361 .0208 14.920 15.100 15.0 15.1 
21 3 23.273 .4456 .2573 22.166 24.380 22.8 23.6 
22 3 16.470 .6883 .3974 14.760 18.180 16.0 17.3 
23 3 22.000 .3606 .2082 21.104 22.896 21.7 22.4 
24 3 14.000 .5568 .3215 12.617 15.383 13.5 14.6 
25 3 19.300 .4359 .2517 18.217 20.383 18.8 19.6 
26 3 .000 .0000 .0000 .000 .000 .0 .0 
27 3 .000 .0000 .0000 .000 .000 .0 .0 
Total 81 21.053 12.9034 1.4337 18.200 23.906 .0 68.0 

 

Tableau G2   : Analyse de la variance (Test ANOVA 1 facteur) 

 Somme des 
carrés 

ddl Carré moyen F Sig. 

Inter-groupes 13295.817 26 511.378 1148.841 .000 

Intragroupes 24.037 54 .445   

Total 13319.854 80    

      



 

Tableau G3 : Test d’homogénéité intergroupe (Test Student-Newman-Keuls)   

 
1 : Bacillus subtilis ATCC9372 15 : Citrobacter freundii  
2 : Escherichia coli ATCC4157 16 : Enterobacter sp 
3 : Bordetella bronchiseptica ATCC4617 17 : Klebsiella oxytoca 
4 : Staphylococcus aureus ATCC6538 18 : Providencia alcalifaciens  
5 : Klebsiella pneumoniae ATCC4352 19 : Salmonella sp  
6 : Enterococcus faecalis ATCC 29212 20 : Serratia marcescens  
7 : Enterobacter  cloacaeATCC1 21 : Shigella sp  
8 : Proteus mirabilis ATCC 49452 22 : Staphylococcus epidermidis  
9 : Listeria monocytogenes ATCC 15313 23 : Salmonella typhimurium  
10 : Enterococcus faecium ATCC6569 24 : Candida albicans ATCC2443   
11 : Staphylococcus aureus 25 : SaccharomycescerevisiaeATCC2601 
12 : Escherichia coli  26 : Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027  
13 : Acinetobacter baumannii 27 : Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027  
14 : Lactobacillus sp.   

 
 

 

S N Sous-ensemble pour alpha = 0.05 

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 

26 3 .000              

27 3 .000              

24 3  14.000             

3 3  14.700 14.700            

9 3  14.967 14.967 14.967           

20 3  15.010 15.010 15.010           

6 3  15.500 15.500 15.500           

14 3   16.033 16.033           

8 3   16.200 16.200 16.200          

18 3    16.397 16.397          

22 3    16.470 16.470          

17 3     17.600 17.600         

15 3     17.700 17.700         

7 3      18.100 18.100        

13 3      18.667 18.667        

25 3       19.300 19.300       

12 3        20.100 20.100      

16 3         20.667      

23 3          22.000     

2 3          22.267     

10 3          22.300     

21 3          23.273     

19 3           24.573    

1 3            33.233   

11 3            33.500   

5 3             48.633  

4 

3              67.233 



 

2.Étude statistique de l’activité antifongique de l’HE de Laurus nobilis  
 
Tableau G4 : Statistiques descriptives 
 

Souche Concentration Moyenne Ecart-type 

Fm T 62,9500 ,07071 

0,03% 61,4000 ,14142 

0,625% 60,2500 ,07071 

0,125% 49,7500 ,07071 

0,25% 39,1000 ,14142 

0,5% 38,3000 ,14142 

1% 27,2500 ,07071 

2% ,0000 ,00000 

Total 42,3750 20,69127 

Fs T 84,1000 ,14142 

0,03% 83,4000 ,14142 

0,625% 82,0500 ,07071 

0,125% 79,9000 ,14142 

0,25% 53,0500 ,07071 

0,5% 35,9500 ,07071 

1% 17,0500 ,07071 

2% ,0000 ,00000 

Total 54,4375 32,32027 

Fo T 88,1500 ,07071 

0,03% 67,2500 ,07071 

0,625% 64,5000 ,28284 

0,125% 42,0500 ,07071 

0,25% 27,1000 . 

0,5% 15,0000 7,16194 

1% ,0000 ,00000 

2% ,0000 ,00000 

Total 38,0250 31,87874 

Ap T 64,5500 ,21213 

0,03% 62,4000 ,14142 

0,625% 61,9500 ,21213 

0,125% 61,5500 ,07071 

0,25% 61,0000 ,14142 

0,5% 60,2500 ,07071 

1% 25,1500 ,07071 

2% 23,5500 ,07071 

Total 52,5500 16,86381 

Af T 90,1000 ,14142 

0,03% 87,4000 ,14142 

0,625% 54,6000 ,14142 

0,125% 29,0500 ,35355 

0,25% 22,4500 ,07071 

0,5% 19,6000 ,28284 

1% 11,1500 ,21213 

2% ,0000 ,00000 

Total 39,2938 33,15114 

An T 52,4000 8,34800 

0,03% 51,5000 ,28284 

0,625% 49,6000 ,56569 

0,125% 41,2500 ,07071 

0,25% 39,4500 ,21213 

0,5% 26,0500 ,07071 

1% ,0000 ,00000 



 

2% ,0000 ,00000 

Total 36,3444 22,68882 

Pd T 66,8500 ,07071 

0,03% 55,0000 ,14142 

0,625% 48,8500 ,21213 

0,125% 38,7500 ,35355 

0,25% 18,2000 ,42426 

0,5% ,0000 ,00000 

1% ,0000 ,00000 

2% ,0000 ,00000 

Total 22,9714 23,37159 

Pe T 52,0500 ,07071 

0,03% 49,8500 ,21213 

0,625% 44,9500 ,49497 

0,125% 31,9500 ,63640 

0,25% 20,7000 ,14142 

0,5% 19,4500 ,35355 

1% ,0000 ,00000 

2% ,0000 ,00000 

Total 27,3688 20,16716 

 
 

 
 
 
Tableau G5 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

 

Source Somme des 

carrés de type 

III 

ddl Moyenne des 

carrés 

D Sig. 

Souche 11543,912 7 1649,130 37965,590 ,000 

Concentration 69881,935 7 9983,134 229827,534 ,000 

Souche * 

Concentration 

11429,340 49 233,252 5369,827 ,000 

Erreur 2,780 64 ,043   

Total corrigé 92857,967 127    

 

 

 

 

 

 

 
 

Fm : Fusarium moniliforme ATCC 52539 Ap : Aspergillus parasiticus ATCC 16992 
Fs : Fusarium sporotrichoides VTT D-72014 An : Aspergillus niger ATCC 16404 
Fo : Fusarium oxysporum  MNHN 963917 Af : Aspergillus flavus MNHN 994294 
Pd : Penicillium digitatum  PHI26 Pe : Penicillium expansum  ATCC 24692 



 

Tableau G6 : Test d’homogénéité intergroupe (Test Student-Newman-Keuls) 

 

A- Facteur ‘ Concentration‘ 

Concentration N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 7 8 

2% 16 2,9438        

1% 16  10,0750       

0,5% 16   26,8250      

0,25% 16    35,1500     

0,125% 16     46,7813    

0,625% 16      58,3437   

0,03% 16       64,7750  

T 16        70,1438 

 

 

 

B- Facteur ‘ Souche fongique ‘ 

 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

Souche N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 7 8 

Pe 16 27,3688        

Pd 16  28,4563       

An 16   32,5313      

Fo 16    38,0250     

Av 16     39,2938    

Fm 16      42,3750   

Ap 16       52,5500  

Fs 16        54,4375 



 

3.Étude statistique de l’activité Aantioxydante   

3.1. Effet scavenger du radical DPPH 

3.1.1. Effet scavenger du radical DPPH des extraits volatiles 

 

Tableau G7 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

Source Somme des 

carrés de type III 

ddl Moyenne 

des carrés 

D Sig. 

Concentration 11284,510 5 2256,902 8968,351 ,000 

Antioxydant 6060,387 2 3030,194 12041,213 ,000 

Antioxydant * 

Concentration 

1384,003 10 138,400 549,967 ,000 

Erreur 9,059 36 ,252   

Total corrigé 18737,960 53    

a. R deux = 1,000 (R deux ajusté = ,999) 

 
Tableau G8 : Test d’homogénéité intergroupe  (Test de Newmen –Keuls ) 

A -  Facteur ‘ Nature de l’antioxydant ‘ 

Antioxydant N Sous-ensemble 

1 2 3 

HY 18 20,1833   

HE 18  33,2028  

RU 18   46,1328 

 

 

B- Facteur ‘Concentration  ‘ 

Concentration N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

100 mg/l 24 27,9021      

200 mg/l 24  47,1175     

400 mg/l 24   49,8983    

600 mg/l 24    55,6504   

800 mg/l 24     61,3692  

1000 mg/l 24      74,5725 

 
HY : hydrolat ; HE : huile essentielle ; RU : rutine. 

 

 



 

3.1.2. Effet scavenger du radical DPPH des extraits polaires 

Tableau G9 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

Source Somme des 

carrés de 

type III 

ddl Moyenne des 

carrés 

D Sig. 

Concentration 29188,799 5 5837,760 26943,248 ,000 

Antioxydant 61985,290 7 8855,041 40869,029 ,000 

Antioxydant * 

Concentration 

6549,995 35 187,143 863,727 ,000 

Erreur 20,800 96 ,217   

Total corrigé 97744,884 143    

a. R deux = 1,000 (R deux ajusté = 1,000) 

 
Tableau G10: Test d’homogénéité intergroupe  (Test de Newmen –Keuls) 

A- Facteur ‘ Nature de l’antioxydant ‘ 

Antioxydant N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

EAQ 15 38,5489      

TOCH 15 
 44 ,8550 

53,4189    

BHT 15    73,9800   

EM 15     77,4233  

QUER 15      79,1233 

 
B- Facteur ‘Concentration  ‘ 

Concentration N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

2,5 mg/l 9 13,6156 
     

5 mg/l 9 
 

23,0911 
    

10 mg/l 9 
  

27,7411 
   

25 mg/ l 9 
   

35,0867 
  

50 mg/l 9 
    

40,0867 
 

100 mg/l 9 
     

59,4167 

 

EAQ : extrait aqueux , TOCH : tocophérol , BHT : hydroxytoluène butylé , EM : extrait 
méthanolique , QUER : quercitine.   

 

 

 



 

3.2. Réduction du fer : (FRAP Ferric Reducing Antioxidant Power) 

 

Tableau G11 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

Source Somme des 

carrés de type 

III 

ddl Moyenne des 

carrés 

D Sig. 

Antioxydant 45,329 6 7,555 100967,201 ,000 

Concentration 5,551 5 1,110 14836,851 ,000 

Antioxydant * 

Concentration 

4,258 30 ,142 1896,657 ,000 

Erreur ,006 84 7,483E-005   

Total corrigé 55,144 125    

a. R deux = 1,000 (R deux ajusté = 1,000) 

 
Tableau G12 : Test d’homogénéité intergroupe  (Test de Newmen –Keuls) 

A- Facteur ‘ Nature de l’antioxydant‘ 

Antioxydant N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

HY 18 ,26711      

HE 18  ,32206     

EAQ 18   1,02961    

AC 18    1,50650   

BHT 18     1,69139  

EM 18     1,69339  

TOCHO 18      1,72283 

 

B- Facteur ‘Concentration ‘  

Concentration N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

100 mg/l 21 ,78567      

200 mg/l 21  1,09557     

400 mg/l 21   1,14795    

600 mg/l 21    1,22914   

800 mg/l 21     1,36576  

1000 mg/l 21      1,43267 

 

 

 



 

3.3. Test de blanchissement du β-carotène 

 
Tableau G13 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs ) 

Source Somme des 

carrés de 

type III 

ddl Moyenne des 

carrés 

D Sig. 

Temps 22,501 5 4,445 479,573 ,000 

Antioxydant 32,286 5 6,457 696,596 ,000 

Temps * 

Antioxydant 

7,193 25 ,288 31,038 ,000 

Erreur ,667 72 ,009   

Total corrigé 62,373 107    

a. R deux = ,989 (R deux ajusté = ,984) 

 
Tableau G14 : Test d’homogénéité intergroupe    (Test de Newmen –Keuls) 

A- Facteur ‘ Nature de l’antioxydant‘ 

 

Antioxydant N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 

Control négatif 18 ,68239      

HY 18  ,94722     

HE 18   1,17128    

EAQ 18    1,78044   

EM 18     1,96228  

BHT 18      2,18183 

 

B- Facteur ‘Temps‘ 

Temps 

(h) 

N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 

50 18 1,09539     

40 18 1,13289     

30 18  1,22011    

20 18   1,33928   

10 18    1,51050  

0 18     2,42728 

 

 

 



 

4.Étude statistique de l’effet antidiabetique  

4.1. Evolution du poids des rats   

Tableau G15 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

Source Somme des carrés de type III 
 

ddl Moyenne des 
carrés 

D Sig. 

Semaines 955,351 4 238,838 249,680 ,000 

Echantillons 35109,797 6 5851,633 6117,266 ,000 

Semaines * 
Echantillons 

15073,615 24 628,067 656,578 ,000 

Erreur 133,921 140 ,957   

Total corrigé 51272,684 174    

 

Tableau G16 : Test d’homogénéité intergroupe    (Test de Newmen –Keuls) 

 
A- Facteur ‘  Semaines ‘ 

 
 

Semaines N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 

S4 35 193,4020     
S1 35  195,1709    
S3 35   196,6891   
S2 35    198,8506  
S0 35     199,7800 

 

B- Facteur ‘Echantillons’ 

 

 

 

 

Echantillons N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 

DHY 25 179,9248     
DHE 25 179,9888     
TDNT 25  181,6556    
DEM 25   207,3896   
DEAQ 25   207,5188   
TS 25    208,7528  
TDTM 25     212,2192 



 

 
4.2. Evolution de glycémie des rats  

Tableau G17 : Analyse de la variance (Test ANOVA 2 facteurs) 

Source Somme des 

carrés de type III 

ddl Moyenne des carrés D Sig. 

Semaines 134,991 4 33,748 162696,260 ,000 

Echantillons 206,064 6 34,344 165570,408 ,000 

Semaines * Echantillons 93,483 24 3,895 18778,169 ,000 

Erreur ,029 140 ,000   

Total corrigé 434,568 174    

 

Tableau G18 : Test d’homogénéité intergroupe    (Test de Newmen –Keuls) 

 
A- Facteur ‘Semaines’ 

Semaines N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 

S0 35 1,0157     

S4 35  3,0646    

S3 35   3,1426   

S2 35    3,2574  

S1 35     3,3326 

 
B- Facteur ‘Echantillons 

 

  

Echantillons 

N Sous-ensemble 

1 2 3 4 5 6 7 

TS 25 1,0016       

TDTM 25  2,1040      

DEM 25   2,1880     

DEAQ 25    2,3172    

DHY 25     3,5180   

TDNT 25      4,0472  

DHE 25       4,1620 

 
 
 
 
 
 
 



 

4.3. Evolution des paramètres lipidiques  

4.3.1. Triglycérides 
 
Tableau G19 : Analyse de la variance (Test ANOVA 1facteur) 

 
Somme des 

carré 

ddl Carrémoyen F Sig. 

Inter-groupes 2.373 6 .396 1434.618 .000 

Intragroupes .008 28 .000   

Total 2.381 34    

 
Tableau G20 : Test de Newmen –Keuls 

Groupes N Sous-ensemble pour alpha = 0.05 

1 2 3 4 5 6 

TS 5 .6240      
TDTM 5  1.2960     
DEM 5  1.3000     
DEAQ 5   1.3260    
TDNT 5    1.3660   
DHY 5     1.4060  
DHE 5      1.4360 

 
4.3.2. Cholestérols 
 
Tableau G21 : Analyse de la variance (Test ANOVA 1 facteur) 

 Somme des carré ddl Carré moyen F Sig. 

Inter-groupes 2.520 6 .420 140.262 .000 

Intragroupes .084 28 .003   
Total 2.604 34    

 
Tableau G22 : Test de Newmen –Keuls 

Groupe
s 

N Sous-ensemble pour alpha = 0.05 

1 2 3 4 5 

TS 5 .6800     
DEM 5  .9280    
TDTM 5  .9540 .9540   
DEAQ 5   1.0160   
DHE 5    1.2660  
DHY 5    1.3280  
TDNT 5     1.5360 
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Abstract: The aim of this research is to determine the chemical composition and the antimicrobial activity 

of Algerian Laurus nobilis essential oil. The chromatographic analyses (CG/MS) have shown that the major 
components of Laurus nobilis essential oil are the 1.8 cineol (24,658%) and the linalol (18,563%). The 
Laurus nobilis essential oil has shown an antimicrobial activity against all the tested strains except the 
Pseudomonas aeruginosa which shown a strong resistance. The Minimum Inhibitory Concentrations 

(MIC), Minimum Bactericidal Concentrations (MBC) and Minimum Fungicidal Concentrations (MFC) have 
been determined by the agar dilution method, some micro-organisms were susceptible to the essential oils 
that have the MBC values between 1% and 0.03%. A fungicidal action has been obtained regarding the 
Candida albicans, a fungistatic one regarding the Saccharomyces cerevisiae, these results promise to get 

a scientific validation to the massive use of this species. 
Keywords: Lauris nobilis; Essential Oil; Antimicrobial Effect; MIC; Candida albicans; Gas 
Chromatography. 

 

I. Introduction 

 

With the appearance of the pathogenic microorganisms that are resistant to the antibiotics, 
the antimicrobial essential oils have become a real alternative to the medicine of antibiotics 
against the infectious diseases [1].Many studies have shown the capacities of the essentials 
oils of getting rid of the most powerful microbes such as Staphylococcus, Mycobacterium 
tuberculosis or Typhoid bacillus [2]. The antimicrobial activity of the essential oils is due to 
their composition more specifically to the nature of their main components [3]. 
The essential oils do not gradually lose their effectiveness through the process of their use, 
and there is no need to multiply the doses in order to recover. 
The wide variety of the essential oils components, prevent the microbes from organizing their 
resistance [4]. Laurus nobilis L, a member of the lauraceae family which contains 32 genera 
and about 2000-2500 species [5]. Laurus, derives its name from latin word of a celtic origin, it 
means evergreen which refers to the persistent green foliage of the plant all over the year [6]. 
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Laurus nobilis, shrub or aromatic tree with 2 to 10m of height with a right stem, the lauraceae 
stems have a heterogeneous sclerous  pericycle ( fibers and  sclerous cells) and  cell 
essence [7]. Laurus nobilis grows in a shaded and a moist forest near the coasts often 
planted as an ornamental and aromatic plant [8]. It’s common in ravins and humid forests 
such as those of Algiers and Constantine [9]. It is also cultivated for commercial reasons in 
turkey, Algeria, France, Greece, Morocco, Central America, Southern United States [10]. 
The leaves of the Laurus are considered as one of the most known flavors throughout the 
country, they are usually used as a valuable spice in cooking (in soups, stews, sauces) and 
as a flavor in the alimentary industry.  
This plant plays a big role in the traditional medicine moreover it has recently become an 
interesting scientific research subject [11].   
The aim behind this work is to show the characterization of the chemical composition of 
Laurus nobilis essential oil and to study its antimicrobial activity on the bacterial and fungal 
strains as well.  

 
II. Experimental Section  
II.1. Plant material 
 
Lauris nobilis leaves were harvested in march 2014 from BEN ALI (a mountainous region in 
Blida) , the plants grow  in the north west of the mountain slope ,at an altitude of around 
750m, they grow in a shaded location they do not receive any special treatment. The 
identification of the plant was confirmed at the level of the laboratory of vegetal biology and 
botany of the department of Biology and the department of Agronomy (university of Saad 
Dahleb, Blida). 
 
II.2. Extraction of essential oil  
 
The isolation of the essential oil was performed by hydrodistillation using the Clevenger-type  
apparatus (Column alembic), the fresh leaves were collected than put into the alembic and 
due to the electric  heating system ,  the water vapors which are loaded of the essential oils  
passed through the vegetal  material and  migrated to the refrigerant  where it arrived to an 
alembic in which the cold water is continuously  circulating  due to a closed circuit system 
with a temperature around 12°c 13°c ,the water vapor which is loaded of the essential oils 
condenses into liquid [12], at this phase the essential oils separate from the water with a 
simple decantation. The yield of the essential oil is defined by being the connection between 
the essential oil mass we got after the extraction and the treated vegetal mass. The essential 
oil yield was estimated using the following equation:  
 

R (%) = (m /mo) x 100 
 
Where m: essential oil mass (g), mo: fresh leaves mass (g), R: essential oil yield (%)[13]. the 
essential oil  is stored in amber glass bottles and kept away from light at a temperature of 
4°C . 
 
II.3. Chromatographic analysis 
 
The chromatography analyses were performed using a Gas chromatography coupled with a 
mass spectrometry   through Hewlett Packard 6890N machine coupled with mass 
spectrometry 5973N equipped with capillary column HP-5MS (30m ×0.25mm) with a coating 
thickness of 0.25µm, the volume of the injected samples is 1µl diluted in the 
dichloromethane. the fragmentation was performed by an electric impact of 70ev, the column 
temperature was programmed from 50°C to 250°C at a rate of 4°C mn−1, using the helium as 
a carrier gas at a consonant flow rate of 1ml/mn .The identification of the components was 
based on the comparison of their spectrum mass with those of authentic standards found in 
the literature (database) (NIST 98). 
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II.4. Antimicrobial activity  
II.4.1.Microbial strains 
 
The strains which were tested in order to reveal the antimicrobial activity of Laurus nobilis 
essential oil are the followings: The strains of international collection ATCC (American Type 
Culture Collection). Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027, Bacillus subtilis ATCC 9372, 
Escherichia coli ATCC 4157, Enterococcus faecium ATCC 6569, Bordetella bronchiseptica 
ATCC 4617, Staphylococcus aureus ATCC 6538, Klebsiella pneumoniae ATCC 4352, 
Enterococcus faecalis ATCC 29212 , Enterobacter  cloacae ATCC 13047, Proteus mirabilis 
ATCC 49452, Listeria monocytogenes ATCC 15313, Pseudomonas fluorescens 
ATCC 13525, Candida albicans ATCC 24433, Saccharomyces cerevisiae ATCC 2601. 
The clinical strains isolated from hospitalized patients at the HOSPIITAL OF MOSTAPPHA 
BASHA, ALGERIA (Staphylococcus aureus, Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, 
Acinetobacter baumannii, Lactobacillus sp, Citrobacter freundii, Enterobacter sp, Klebsielle 
oxytoca, Providencia alcalifaciens, Salmonella sp, Serratia marcescens, Shigella sp, 
Staphylococcus epidermidis, Salmonella Typhimurium ) were stored  at 80°C in glycerol 
stocks . 
The microbial strains tested were provided by the laboratory of microbiology center of 
research and Development of El-Harrach.    
 
II.4.2. Culture media  
 
In order to evaluate the antimicrobial activity of the essential oil two culture media were used: 
the agar Muller- Hinton for studying the sensitivity of the bacteria toward the essential oil. 
The agar Sabouraud for studying the isolation of the yeasts and their sensitivity toward the 
essential oil. 
 
II.4.3. Disk diffusion method 
 
The antimicrobial activity is evaluated by the Disk diffusion method [14].which consists of 
using absorbent sterilized paper discs (9mm diameter)wet with essential oil ,the discs were 
placed on the surface of the agar .The bacteria were spreaded  all over the discs, the 
spreading of the tested product throughout the disc determined the degree of concentration, 
the micro-organisms grow all over the surface of the agar except where they encounter  a 
sufficient concentration of the product that would inhibit their growing ,after incubation around 
the discs, we observed  a clear  circular zone  it is the inhibition zone, the effect of essential 
oil on microbial strains was estimated by the appearance of clear zones around the discs the 
more this diameter zone is big , the more the strains are sensitive to antibiotics the more is 
small, the more the bacteria is resistant. The diameter of the halo of growth inhibition was 
measured by vernier calipers (Mauser) and expressed in mm (including the diameter of the 
disc of 9 mm) [15].  All assays were performed in triplicate.   
This method was taken from the principles of titling the antibiotics (European pharmacopoeia 
2002) its application for the essential oils was approved by the microbiology department of 
CRD Saidal, it was also used by some authors [16-25]. 
 
II.4.4. Determination of minimum inhibitory concentration 
 
The minimum inhibitory concentration was determined towards the bacterial strains and 
yeasts through the agar dilution method [26][27],by placing spots of 3 μl of standardized 
inoculum with 10-4 CFU/ml  ,we also placed cellulose discs soaked with 3 μl of the microbial 
suspensions of the dilution 10−4  in order to determine the MBC, MFC .  
The range of the concentration of the tested essential oil is the following: 0.007, 0.015, 0.03, 
0.06, 0.125, 0.25, 0.5, 1.2 %. After incubation at 37° C during 24h for the bacteria and 25°C 
during 48h for the yeasts. MIC was defined as the lowest concentration of the essential oil 
that completely inhibited microbial growth after the incubation period [28]. 
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II.4.5. Determination of minimum bactericidal concentration and minimum fungicidal 
concentration:  
 
After tracking the discs where no growing has taken a place at the time of the determination 
of MIC, the experimentation continues this time for the determination of MBC and MFC , it 
consists of determining the lowest concentration of the essential oil where no visible 
microbial  high-growing is shown only after subculture in a unscathed  medium of the 
essential oil at 37°C during 24h for the bacteria and 25°C during 48 h for the yeasts. 

III. Results and Discussion 
III.1. Essential oil of Laurus nobilis yield: 
 
The Laurus nobilis fresh leaves yield of essential oil was 0.82%this yield was lower than the 
one of the same plant in turkey which was 0.86% and higher than the one of Egypt which 
was 0.68%, the difference of places, and seasons could be the reason behind these 
fluctuations [29]. 
 
III.2. Chemical composition of the essential oil:  
 
The chemical composition of Lauris nobilis oil is listed in the table 1. 

 

Table 1: Chemical composition of the Laurus nobilis essential oil 
 

Compound (%) 

Sabinène 0.246 

1.8cineol 24.658 

γ- terpnène 0.196 

Cis-linalolxide 0.198 

Linalol 18.563 

L-4-terpineol 9.382 

α –terpineol 9.875 

exo-2-Hydroxycineole acetate 0.253 

Eugenol 9.478 

Methyl eugenol 9.871 

Elemicine 1.808 

Diisoocty  phthalate 0.867 

Total 85.395 

 
 
The results of the GC/MS analysis revealed the presence of 12  terepene compounds  that 
represent 85.395% of the total isolated components ,1.8 cineol as the main component of the 
EO (24.66%) followed by linalol (18.56%) α -terpineol (9.815%) methyl eugenol (9,871) 
eugenol (9,478%) L-4- terpineol (9,382%).The concentrations of the other components are 
less than 1%. The essential oil content of 1.8 cineol is less than the ones observed in the 
plants from Egypt (54.9%) Turkey (28%) Italy (45%) [30]. 
 
 
III.3. Antimicrobial activity 
 
The results obtained in the antimicrobial and antifungal activity of the EO of the Laurus 
nobilis are shown in Table 2. 
The EO of Laurus nobilis has showed an antimicrobial activity on all the tested strains except 
for Pseudomonas aeruginosa that was not affected thanks to its intrinsic resistance to a wide 
range of antibiotics, this resistance is due to the nature of its outer membrane [31-34]. It was 
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reported that the responsible components of the antimicrobial activity of EO are linolol, 
terpineol, eugenol, caryophyllene, nerolidol, α- humulene, viridiflorol [35]. 
 

 
Table 2: Diameter of Inhibition zone, Minimum Inhibitory Concentration (MIC), Minimum Bactericidal 

Concentration (MBC) and Minimum Fungicidal Concentration ( MFC) 

 

Microbial strains Inhibition zone  
diameters (mm) 

MIC  
(%) 

MBC/MFC  
(%) 

 
Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027 

 
0,000±,0000 

 
- 

 
- 

Bacillus subtilis ATCC9372 32,233±0,9292 0.03 0.25 
Escherichia coli ATCC4157 22,267±0,6429 0.25 0.25 
Bordetella bronchiseptica ATCC4617 14,700±0,6245 1 2 
Staphylococcus aureus ATCC6538  67,233±0,6807 0.125 0.25 
Klebsiella pneumoniae ATCC4352  48,633±1,3650 0.125 0.125 
 Enterococcus faecalis ATCC 29212   15,500±0,6245 0.25 0.5 
 Enterobacter  cloacaeATCC13047  18,100±0,2646 0.25 0.5 
Proteus mirabilis ATCC 49452  16,200±0,4359 0.25 0.5 
Listeria monocytogenes ATCC 15313  14,967±0,5033 0.06 0.25 
Enterococcus faecium ATCC6569  22,300±0,7550 0.5 1 
Staphylococcus aureus  33,500±1,3454 0.25 0. 5 
Pseudomonas aeruginosa  0,000±,0000 - - 
Escherichia coli  20,100±0,8544 0.5 0.5 
Acinetobacter baumannii  18,667±0,5859 0.5 1 
Lactobacillus sp.           16,033±0,2517 0.25 0.5 
Citrobacter freundii  17,700±1,0440 0.125 0.25 
Enterobacter sp. 20,667±0,5774 0.125 0.5 
Klebsiella oxytoca          17,600±0,6000 0.25 0.5 
Providencia alcalifaciens           16,397±0,5514 0.25 0.5 
Salmonella sp.          24,573±0,5605 0.5 1 
Serratia marcescens  15,010±0,0361 0.5 1 
Shigella sp.      23,273±0,4456 0.25 0.5 
Staphylococcus epidermidis  16,470±0,6883 0.25 0.5 
Salmonella Typhimurium  22,000±0,3606 0.5 1 
Candida albicans ATCC2443   14,000±,5568 0.25 0.5 
Saccharomyces cerevisiae ATCC2601 19,300±0,4359 0.125 > 2 

 

 
Taking the inhibition zone diameters into consideration, the EO is extremely active on S. 
aureus, K. pneumonia, B. subtillis, E. faecium, Salmonella sp, E. coli, Enterobacter sp, 
S.Typhimurium , Shigella sp. On the contrary it is moderetly active towards  B. 
bronchiseptica, E.  faecalis,  E. cloacae ,  P. mirabilis,  L. monocytogenes, A. baumannii , 
Lactobacillus sp , C. freundii, K. oxytoca, P. alcalifaciens, S. marcescens ,  S. epidermidis 
,But totally inactive on P.aeruginosa. 
The hypersensivity of the Staphylococcus aureus strain could be explained by the probability 
of sensivity of bacteria :  gram (+) to the external environmental changes in fact; like the 
temperature, ph. ,the natural extracts due to the absence of the outer membrance [17]  [36] , 
antibacterial substance can easily destroy the bacterial cell wall and cytoplasm membrance , 
as a result a leakage and coagulation of the  cytoplasm occurs[37]. 
We observe that different studied bacterial strains react differently to the tested EO even in 
the case of two strains of the same species .for example: S aureus ATCC6538 and S aureus 
clinical. 
Th EO practiced a moderate antifungal activity towards Saccharomyces cerevisiae and 
Candida albicans with inhibition diameters of 18.33 mm and 13.33mm, our results accord 
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with those found by Quibrahim and al [38] .that reported the effectiveness of the oil on the 
tested microorganisms giving a lower inhibition diameters than ours :  it was 13.5mm for E 
coli ATCC25922, 11.1mm for P. mirabilis , 12mm for K. pneumoniae,11mm for K. oxytoca, 
12.7mm for Enterobacter sp,11.4mm for P. alcalifaciens ,16.4mm for  Shigella sp,12.5mm for  
Salmonella sp , 11.5mm for S. marcescens  ,8.7mm for  C. freundii , 9.2mm for A. baumannii 
,11.3mm for E. faecalis,14mm for S. aureus ATCC25923,12.7mm for S. epidermidis [38]. 
on the other hand Elharas and  al[39].have revealed that the Moroccan Laurus nobilis 
essential Oil practices  a big inhibitory activity towards  Staphylococcus aureus 
,Pseudomonas aeruginosa with the diameters inhibition zone of 8.5cm  and 2.12cm. 
The tested bacterial strains and the method used for the antibacterial activity evaluation may 
be the reasons behind the different results [40]. 
The values of MIC accord with the ones of inhibition diameters ,the extracts that have caused 
a significant inhibition zone represent the smallest MIC between the corresponding strains 
,this is not the case for  Staphylococcus aureus, klebsiella pneumonia That have showed 
great zones of inhibition  although their MIC is 0.215% .So apparently the bacillus subtilis 
have shown the lowest CIM with a value of 0.03%.The highest MIC was  observed in B. 
bronchiseptica.by 1%, a high concentrations are required to inhibit the growing of Bordedetta  
bronchiseptica . 
The essential oil of Laurus has practiced a bacteriostatic activity on Escherichia coli and 
klebsiella pneumonia with MIC values respectively from 0.25% and 0.5%, and practiced 
fungistatic activity on S. scerevisiae and C. albicans with MIC values respectively from 
0.125% and 0.25%. 

IV. Conclusion 

 This work is devoted to determine the chemical composition, the yield and the antibacterial, 
antifungal activity of the Laurus nobilis essential oil so to give a more attention and 
valorization to the Algerian flora. The average yield of the essential oil is 82%, the 
quantitative and the qualitative analyses of the essential oil by GC/MS have identified 12 
components: the terpene oxide (1.8 cineole) as a major component with the indicative 
content of 24.66%.The evaluation of the antimicrobial activity has showed that the essential 
oil of Laurus nobilis has antimicrobial capacities against all the tested microbial strains except 
the Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027 and Pseudomonas aeruginosa. 
The essential oil has showed a bactericidal action towards the studied strains) those bacteria 
were unequally sensitive towards EO(, a fungicidal action towards Candida albicans and  a 
fungistatic action towards Saccharomyces cerevisiae. 
This work approved that the essential oils have a significant antimicrobial activities and could 
be a successful alternative to the traditional antibiotics that become powerless in front of the 
resistant microorganisms. 
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