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 ملخص
 
 
 

 
 الوقائي النشاط للأكسدة والمضاد هذا العمل بالتحليل الكيميائي وتقييم النشاط المضاد للميكروبات، ليتعلق الجزء الأول 

بقايا  الذي تم الحصول عليه من المرج الخام ومستخلص أسيتات الإيثيل من  كسر المتبخروال للزيت الأساسي الضوئي

كشف التحليل الكيميائي بواسطة . عن طريق التقطير المائي على التوالي، ،(المرج) معاصر الزيتون السائلة

%(  63.06، % 17.52)عن غلبة المركبات الفينولية  الكتلي الطيف بقياس المقترنة غازيةال االكروماتوغرافي

تم إختبار إثني عشر .  على التوالي والكسر المتبخر للزيت الأساسي%(  02.17، % 61.05)والأحماض الدهنية 

أظهرت النتائج التي تم تقييمها من حيث الحد الأدنى للتركيز . لمعرفة نشاطها المضاد للميكروبات ميكروبية سلالة

تم التعبير عن النشاط المضاد . المتبخر كان أكثر نشاطًا من الزيت الأساسيالمثبط  ضد جميع السلالات أن الكسر 

نشاطًا مضادًا أفضل ( مل/مغكم 122)حيث أظهر عامل تركيز الزيت الأساسي %  73ب  مثبطللأكسدة بالتركيز ال

وة وقائية لم يظهر تقييم عامل الحماية من أشعة الشمس أي ق(. مل/مغكم 122)من عامل تركيز الكسر المتبخر 

 .ضوئية

في عمود هلام  والحديث التقليديلنوعين من المرج  الإيثيل أسيتات مستخلصات من ثنينإ فصل يتناول الجزء الثاني

 تم .لكل مستخلص جزئية كسورالسيليكا باستخدام خليط من الكلوروفورم والميثانول كوسيط متدرج مما أنتج سبعة 

المستخلص على  البنفسجي الكتلي وفوق الطيف بقياس المقترنة الأداء عالية ةالسائل الكروماتوغرافيا ليلاتح إجراء

أظهر . والفلافونويدات الاحماض الفينولية هي الرئيسية المركبات وكانت. الكيميائي التركيب لتحديد وكسوره، الثاني

، وأظهر  ولالأمستخلص المل من /ملغم 6.17إلى  2.76النشاط المضاد للميكروبات أعلى قيم تتراوح بين 

 .SوC. albicans ة الفطري لاتوالسلا و B. subtilis أفضل نشاط ضد البكتيريا الرابعزئي جالكسرال

cerevisiae.  تثبيط في للأكسدة المضاد والنشاط الفلافونويدات الفينولات، محتوى أعلى ولالأ المستخلص أظهر 

 2.57 72.42 ±و 2.29 ± 34.69 تبلغ بقيم لكسر الخامسا يليه هيدرازيل، بيكريل -2 الفينيل ثنائي -1،1 الجذر

 كسره الرابع وكان للأكسدة مضاد نشاط أقل المستخلص الثاني أظهر أخرى، ناحية من .التوالي على ،(مل/مغكم)

-2 الفينيل ثنائي -1،1 تثبيط الجذر في للأكسدة المضاد والنشاط الفلافونويدات الفينولات، محتوى حيث من الأفضل

 أكسيد جذر تثبيطمن حيث  الأكسدة مضادات اختبارات أظهرت. (مل/مكغم 0.24 ± 13.72) هيدرازيل يلبيكر

 أنشطة مع الأفضل كان الكسر السابع أنكسوره والثاني  للمستخلص والحديد النحاس معادن واختزال النيتروجين

 بعامل تتمتع والثلاثية الثنائية اوتركيباته لالأو صكسور المستخل فإن ذلك إلى بالإضافة. المستخدمة المعايير من قريبة

 .جدًا عالي الشمس من حماية

الفانيليك بواسطة حمض الكينيك و حمض،، البيروجاليكحماض فينوليةأ لثلاثةخُصص الجزء الثالث للتحويل الحيوي 

عن  ،على التوالي من جنسي العصيات والعصيات الشحمية AZ3 و 3R  من السلالتين  ،من الكائنات الحية الدقيقة 1

      .مركبات فينولية مختلفة ذات أنشطة بيولوجية مثيرة للاهتمام للغاية

 

 .التحويل الحيوي ،البيولوجيةالأنشطة  ، CG/SM ،CL/SMمركبات الفينولية،ال ،المرج : الكلمات المفتاحية
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 

ABSTRACT 
 
 
 
 
The first part of this work concerns the chemical analysis and evaluation of the 

antimicrobial, antioxidant and photoprotective activity of the essential oil (EO) and 

the volatile fraction (VF) obtained from crude and ethylacetate extract of olive mill 

wastewater (OMW), respectively, by hydrodistillation. Chemical analysis by 

GC/MS and GC/FID revealed the predominance of phenolic compounds (25.71 %, 

60.36 %) and fatty acids (62.37 %, 38.25 %) for VF and EO, respectively. The 

results evaluated in terms of minimum inhibitory concentration (MIC) against 12 

souches microbiennes showed that, overall, VF was more active than EO, where 

EO (218 μg/mL) showed better antioxidant activity than VF (244 μg/mL) and no 

photoprotective power. 

In the second section, two ethyl acetate extracts (Ex1 and Ex2) from two traditional 

and modern OMW are fractionated using a chloroform/methanol mixture as the 

eluent in gradient mode on a silica gel column. This results in seven distinct 

fractions of each extract. Two HPLC/DAD-UV and UPLC/ESI/MS/MS analyses of 

Ex2 and its fractions were carried out to identify the chemical composition. The 

main compounds were phenolic acids and flavonoids.  The antimicrobial activity 

showed the highest MIC values ranging from 1.56 to 6.25 mg/mL for the total 

extract Ex1 and Fr4 showed the best activity against B. subtilis and the two fungal 

strains tested. The Ex1 showed the highest total phenols, flavonoids contents 

(TPT, TFT) and antioxidant activity for DPPH scavenging, followed by Fr5 with IC50 

values of 34.69 ± 2.29 and 72.42 ± 2.57 (μg/mL), respectively. On the other hand, 

Ex2 showed the lowest antioxidant activity and Fr'4 was the best fraction in terms 

of TPT, TFT and antioxidant activity against DPPH (20.59 ± 0.24 (μg/mL)). The 

antioxidant tests in terms of inhibition of nitric oxide and reduction of copper and 

iron for Ex2 and its fractions showed good properties, particularly Fr'7, which 

obtained very good results, close to the standards used. In addition, the Ex1, its 

fractions and their combinations presented a very high sun protection factor.  

The third part is reserved for the bioconversion of pyrogallol, quinic and vanilic 

acids by 2 microorganisms, a 3R bacterium and an AZ3 actinomycete, belonging 

to the Bacillus and Streptomyces genders, respectively. Biotransformation gave a 

mixture of phenolic compounds which present very interesting biological activities. 

 

Keywords: Olive mill wastewater, Phenolic compounds, GC/MS, LC/MS, Biological 

activities, Bioconversion. 

 

 
 
 
 



 
 

 

RESUME 
 
 
 
 
La première partie de ce travail concerne l'analyse chimique et l'évaluation de 

l'activité antimicrobienne, antioxydante et photoprotectrice de l'huile essentielle 

(HE) et de la fraction volatile (FV) obtenues à partir de la margine brute et de 

l'extrait d’acétate d’éthyle de margine, respectivement, par hydrodistillation. 

L'analyse chimique par CG/SM et CG/DIF a révélé la prédominance des 

composés phénoliques (25.71 %, 60.36 %) et des acides gras (62.37 %, 38.25 %) 

pour la FV et l'HE, respectivement. Les résultats évalués en termes de 

concentration minimale inhibitrice (CMI) contre 12 souches microbiennes ont 

montré que, dans l'ensemble, le FV était plus actif que l'HE, où l'HE (218 μg/mL) a 

montré une meilleure activité antioxydante que la FV (244 μg/mL) et ils n’ont 

montré aucun pouvoir photoprotecteur. 

Dans la deuxième section, deux extraits d'acétate d'éthyle (Ex1 et Ex2) provenant 

de deux margines traditionnelle et moderne sont fractionnés en utilisant un 

mélange chloroforme/méthanol comme éluant en mode gradient sur une colonne 

de gel de silice. Il en résulte sept fractions distinctes pour chaque extrait. Deux 

analyses CLHP/DAD-UV et CLUP/ESI/SM/SM de l’Ex2 et ses fractions, ont été 

effectuées pour l’identification de la composition chimique. Les principaux 

composés appartiennent aux acides phénoliques et flavonoïdes. L’activité 

antimicrobienne a montré les valeurs de CMI les plus élevées pour l’Ex1 allant de 

1.56 à 6.25 mg/mL et la Fr4 a montré la meilleure activité contre B. subtilis et les 

deux levures testées. L'Ex1 a montré la teneur en phénols, en flavonoïdes (TPT, 

TFT) et l'activité antioxydante la plus élevé pour l’inhibition du radical DPPH, suivi 

par la Fr5 avec des valeurs CI50 de 34.69 ± 2.29 et 72.42 ± 2.57 (μg/mL), 

respectivement. D'autre part, l’Ex2 a montré l'activité antioxydante la plus faible et 

la Fr'4 était la meilleure fraction en termes de TPT, TFT et d'activité antioxydante 

contre le DPPH (20.59 ± 0.24 (μg/mL). Les tests antioxydants en termes 

d'inhibition de l’oxyde nitrique et de réduction du cuivre et du fer pour l’Ex2 et ses 

fractions ont montré de bonnes propriétés notamment la Fr'7 qui a affiché de 

grandes performances proches de celles des standards utilisées. En outre, l'Ex1, 

ses fractions et leurs combinaisons présentent un facteur de protection solaire très 

important.  

La troisième partie est réservée à la bioconversion du pyrogallol, des acides 

quinique et vanillique par 2 microorganismes, une bactérie 3R et une 

actinomycète AZ3, appartenant respectivement, aux genres Bacillus et 

Streptomyces. La biotransformation a conduit à un mélange de composés 

phénoliques dotés d’activités biologiques très intéressantes. 

 

Mots clés : Margine, Composés phénoliques, CG/SM, CL/SM, Activités 

biologiques, Bioconversion. 
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CLUP : Chromatographie liquide à ultra performance 

DAD : Détecteur à barrette de diodes (Diode Array Detector) 

DIF : Détecteur à ionisation de flamme 

DMSO : Diméthylsulfoxide 

DPPH : 2,2-diphényl 1-picrylhydrazyle 

DO : Densité optique 

DTGS : Deuterated-TriGlycine Sulfate (Sulfate de triglycine deutéré) 

EPS : Exopolysaccarides 

ERO : Espèces réactives de l’oxygène 

ERN : Espèces réactives de l’azote 

ESI : Elecrospray Ionization (Ionisation par électronébuliseur) 

FPS : Facteur de protection solaire 

FV : Fraction volatile 

FRAP : Potentialité antioxydante réductrice du Fer  

HE : Huile essentielle 

IRL : Indice de rétention linéaire 

IRTF : Spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier 



 
 

 

ISP2 : International Streptomyces Project 

ITAFV : Institut Technique de l’Arboriculture Fruitière et de la Vigne 

LB : Lauria Bertani 

LOX : Voie de la lipoxygénase 

MADR : Ministère de l’Agriculture et du Développement Rural 

MEPS : Micro-extraction en phase solide 

MES :  Matière en suspension 

MG : Matière  grasse 

MS : Matière sèche 

NCTC : National Collection of Type Cultures 

NO : Nitric Oxyde (Oxyde nitrique) 

OMW : Olive Mill Wastewater (Eaux usées du moulin à huile) 

PDH : Préphénate déshydrogénase 

PI : Pourcentage d’inhibition 

PPS : Produits de protection solaire 

SM : Spectrométrie de masse 

TH : Taux d’humidité 

UFMS : Ultra-Fast Mass Spectrometry 

UV : Ultra-Violet 

VP : Voie plausible 
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INTRODUCTION GENERALE 
 
 
 
 

Les produits naturels d’intérêt thérapeutique constituent une source potentielle 

pour le développement de nouveaux médicaments en raison  de leur diversité 

chimique et biologique. Ces métabolites peuvent être utilisés pour lutter contre des 

pathologies diverses à cause de leur large spectre d’activités biologiques pouvant 

être valorisés dans le secteur de l’industrie pharmaceutique, parapharmaceutique 

et cosmétique.  

 

Récemment, la recherche sur les substances naturelles s'est concentrée sur les 

déchets industriels, principalement les effluents liquides d’huileries d'olive 

(margines), qui sont les principales sources de pollution générées de manière 

saisonnière par le processus d'extraction de l'huile d'olive.  La saison oléicole ne 

dure que 3 à 4 mois, d'octobre à février et la production rapide de grandes 

quantités de déchets liquides et solides représentent un défi environnemental 

majeur en raison de sa charge polluante élevée. 

 

Il y a environ 900 millions d'oliviers dans le monde avec une capacité de 

production d’huile d’olive d'environ 3.379.000 tonnes par an, dont 850 dans la 

région méditerranéenne, ce qui représente plus de 95% de toutes les oliveraies 

[1]. La production de margine a été estimée à 30 millions de tonnes par an, dont 

90 % sont produits dans le bassin méditerranéen et déversés dans les cours d'eau 

sans aucun prétraitement [2]. Cela représente en moyenne 100 litres de margine 

issus de la transformation de 100 kg d'olives, soit 1 mètre cube de margine 

équivalent à la pollution générée par 1 200 personnes [3].  

  

Il est recommandé d'envisager une mesure préventive efficace et pratique avant 

d'éliminer ces résidus industriels afin de minimiser les dommages qu'ils causent. 

La forte concentration d'acides gras à longue chaîne et de composés phénoliques 

constitue une menace sérieuse pour les organismes marins et terrestres ainsi que 

pour les micro-organismes [4, 5].  
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L'Algérie est l'un des principaux pays méditerranéens avec l'un des climats les 

plus favorables à la culture des olives. Durant la saison oléicole  (2019/2020), la 

production d'huile d'olive a augmenté de 15 % et elle est consommée 

pratiquement dans sa totalité dans les zones de production, avec 92 mille tonnes 

en 2019 car elle a été classée 6ème en comparaison avec les autres pays en 

termes d'approvisionnement [6]. 

 

Il y a trois principaux procédés pour produire de l'huile d'olive. L'un d'eux est la 

méthode traditionnelle, connue sous le nom d'extraction par pression, tandis que 

les autres sont les procédés à deux et trois phases. Tous ces procédés impliquent 

des étapes telles que le lavage des olives, le broyage, la centrifugation horizontale 

et la centrifugation verticale. Dans le procédé à deux phases, la centrifugation 

horizontale est effectuée sans ajout d'eau. Les résultats du procédé à trois phases 

sont une phase huileuse, un résidu solide et les eaux usées du moulin à huile 

(OMW) en tant que phase aqueuse.  

 

Les margines sont notamment dommageables en raison de la charge en matière 

organiques, particulièrement, la présence de forte teneurs en polyphénols qui ne 

sont pas facilement biodégradables par la nature [7]. Il est donc essentiel de traiter 

ces effluents avant leur rejet, afin de limiter les dégâts environnementaux. Cet état 

de fait a conduit un certain nombre de chercheurs nationaux et internationaux à 

développer des modes de traitement et de valorisation des margines pour limiter 

leur pollution. La tendance actuelle est orientée sur des médicaments à base de 

produits naturels qui ont des propriétés fortes intéressantes et un large spectre 

d’activités contre les maladies microbiennes. 

 

Cependant, ces résidus, riches en composés phénoliques, ont un grand potentiel 

pour une variété d'applications biologiques et industrielles. Plus de 99 % des 

composés phénoliques importants présents dans l'olivier sont présents dans les 

margines dont plus de 40 et 50 composés ont été isolés et caractérisés dans 

l'huile d'olive et la margine, respectivement. Les plus courants sont les acides 

phénoliques, les alcools phénoliques, les sécoiridoïdes, les tanins et les principaux 

constituants sont les flavonoïdes [8]. La composition complexe des composés 
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phénoliques présents dans la margine sont liées à certains facteurs tels que le 

type d'espèce et sa culture, l'origine et la localisation, la maturité des olives, le 

temps de stockage, les conditions climatiques et la procédure d'extraction, qui ont 

tous un impact direct sur les caractéristiques et la composition chimique totale de 

la margine [9]. Les extraits phénoliques de margine sont bien connus pour leur 

efficacité médicinale, car ils ont des propriétés antimicrobiennes, antioxydantes, 

anti-inflammatoires, anticancéreuses et antiprolifératives, ce qui traduit leur 

richesse en principes actifs [10-15]. La forte activité antioxydante des composés 

phénoliques leur confère une très bonne activité photoprotectrice, ce qui explique 

leur utilisation dans les formulations cosmétiques [16-18]. La bioconversion 

constitue une autre méthode de valorisation fort intéressante des effluents de 

margine, d'une part pour réduire la charge organique (biodégradation) et d'autre 

part pour améliorer la teneur en métabolites souhaités ou pour obtenir de 

nouveaux composés de valeur [19]. 

  

Cette étude s’intègre à cette large thématique et se fixe comme objectif la 

valorisation des margines et d'en extraire des produits à haute valeur ajoutée, 

mais aussi de les transformer via des réactions de bioconversion susceptibles 

d'améliorer la teneur en métabolites bioactifs. A cet effet, cette étude a s'est 

intéressée dans un premier temps à la caractérisation physico-chimique d'une 

margine récupérée d’une huilerie située à Larbaa- Blida et à la détermination de la 

composition chimique et à l'évaluation des propriétés bioactives en termes 

d'activités antimicrobienne, antioxydante et photoprotectrice de son huile 

essentielle (HE) et de sa fraction volatile (FV). La deuxième partie de ce travail a 

porté à déterminer les mêmes activités biologiques in vitro que celles des deux 

huiles, de deux extraits de deux margines différentes provenant d'huileries 

traditionnelle et moderne, ainsi que de leurs fractions. En outre, une étude de 

l'activité photoprotectrice des fractions de colonne combinée à deux et trois a été 

réalisée. La troisième partie consiste en l’étude de la bioconversion de trois acides 

phénoliques présents dans les extraits de margine par deux souches marines 

différentes, une bactérie et une actinomycète, isolées d’algues marines au niveau 

de notre laboratoire. 
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CHAPITRE 1 

REVUE BIBLIOGRAPHIQUE 
 
 
 
 

1. Généralités sur l’olivier 

L’olivier (olea europaea. L) est un arbre spécifique de la région méditerranéenne. 

C’est une espèce qui occupe une place importante dans l’arboriculture fruitière. Il 

appartient à la famille des oléacées du genre "Olea". Il comporte 30 espèces 

différentes réparties et largement cultivées dans le monde pour la production de 

l’huile d’olive [20]. Il est généralement taillé à une hauteur de 5 à 8 m pour faciliter 

la récolte. Il est également caractérisé pour sa durabilité et sa longévité, ce qui lui 

permet de germer dans des conditions climatiques différentes. 

 

Sur le plan botanique, l'olive est une drupe au mésocarpe charnu de forme 

ellipsoïdale ou ovoïde riche en matière grasse dont on extrait l'huile. Il est 

recouvert d'un péricarpe doux et renferme un noyau extrêmement dur et fusiforme 

qui protège l'amande. Du point de vue variétal, la forme et la taille du fruit sont des 

caractéristiques typiques de la variété dont il faut compter plus d’une centaine 

d’oliviers dans chacun des pays producteurs. Sa couleur est d’abord verte et elle 

vire au noir à maturité complète qui est atteinte entre octobre et décembre. Son 

fruit ainsi que son huile retiennent de plus en plus l’attention des scientifiques et 

des économistes pour leur haute valeur diététique associée à leur richesse en 

composés phénoliques ayant une bonne activité antioxydante. 

 

2. Généralités sur l’industrie oléicole nationale et internationale 

2.1. Industrie oléicole internationale 

L’industrie oléicole est une activité importante dans le monde ou l'extraction de 

l'huile d'olive s’effectue dans différents types d’huileries qui produisent en plus de 

l'huile comme produit principal, une grande quantité de sous-produits constitués 

de grignons (rejets solides) et de margines (effluents liquides). 

 



19 
 

 

La culture de l'olivier s'est répartie des Amériques (Californie, Mexique, Brésil, 

Argentine, Chili) à l'Australie et à la Chine, en passant par le Japon et l'Afrique du 

Sud, dans toutes les régions du monde situées entre 26° et 45° degrés de latitude 

nord et sud. En effet, 53 % de la surface totale de production mondiale d'olives est 

destinée aux pays de l'Union européenne, 27 % à ceux du Maghreb, 18 % à ceux 

du Moyen-Orient et 2 % à ceux d'Amérique et d'autres pays [21] (Figure 1.1). 

 

 

Figure 1.1 : Répartition de l’olivier dans le monde 

(http://www.internationaloliveoil.org) 

 

2.2. Industrie oléicole nationale  

Selon le Ministère de l’Agriculture et du Développement Rural (MADR), les 

vergers arboricoles couvraient au cours de la décennie 2000-2009 une superficie 

moyenne de 396 480 ha dont 39% ont été réservées aux vergers oléicoles. Ainsi, 

cette superficie a connu une progression de 256,7% et des augmentations de la 

production d’olive et la production d’huile d’olive de 400 % et 316 %, durant la 

période 2000-2019, respectivement [22].  

 

L’Algérie dispose de nombreux moyens pour soutenir et développer l’industrie 

oléicole, notamment dans le cadre du plan de développement agricole, qui a 

permis d'étendre les surfaces agricoles consacrées à l'oléiculture dans les zones 

steppiques, présahariennes et sahariennes (Msila, Biskra, Ghardaïa, etc.) [19] 

(Figure 1.2).  

http://www.internationaloliveoil.org/
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Figure 1.2 : Carte de l’industrie oléicole d’Algérie (http://www.itafv.dz/) 

 

3. Production et consommation nationale et mondiale 

3.1. Production et consommation mondiale 

Le Conseil Oléicole International (COI) prévoit pour la campagne 2020-2021, une 

production mondiale de 3 034 000 t et une consommation de 3 211 000 t, soit les 

pays membres de l'accord international sur l'huile d'olive et les olives de table 

produisent 2 834 000 t (93,4 % du total mondial) et le groupe des pays européens, 

dont la production est estimée à 2 057 000 t, occupent la première place en 

termes de production pour la campagne 2020-1321. Les importations mondiales 

d'huile d'olive proviennent à près de 54 % des États-Unis et de l'Union 

Européenne (33 % et 21 % respectivement), les autres importateurs étant le Brésil 

(9 %), le Japon (6 %), le Canada (5 %), la Chine (4 %), l'Australie (3 %), la Russie 

(2 %) et le Mexique (2 %) [23]. 

 

 

 

http://www.itafv.dz/
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3.2. Production et consommation nationale 

La quantité d'huile d'olive produite pour la saison 2018/2019 a augmenté pour 

atteindre 569 010 t, sur la base de quelque 1 650 huileries de l'industrie algérienne 

de l'huile d'olive où seuls 165 sont modernes [24]. À cet égard, l'Algérie souhaite 

moderniser et développer l'industrie oléicole afin d'augmenter le calibre et la 

production d'huile d'olive.  

 

La répartition et le taux de production d'olives dans l'ensemble des wilayas 

algériennes en 2019 sont présentés dans la figure 1.3. Béjaïa vient en tête avec 

une production de 3 800 000 qx, suivie de sept wilayas (Tizi-Ouzou, Boumerdes, 

Bouira, Jijel, Batna, Relizane, Mascara et Tlemcen) avec une production allant de 

400 000 à 800 000 qx. 

 

 

Figure 1.3 : Répartition de la production d’olive en Algérie [22] 

 

 

 3 800 000 qx                            (1)                      
400 000 qx a 800 00 qx          (7) 
100 000 qx a 400 000 qx       (14) 
5000 qx a 100 000 qx             (22) 
1qx a 5000 qx                          (1) 
0 qx                                            (3) 
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4. Système d’extraction d’huile d’olive 

L'ancien système de pressage, le système de centrifugation à trois phases et le 

système de centrifugation à deux phases sont les trois systèmes utilisés dans le 

monde pour l'extraction de l'huile d'olive à l'échelle industrielle. Les systèmes de 

centrifugation les plus utilisés à l'heure actuelle sont les systèmes à deux phases 

et à trois phases [25]. 

 

4.1. Système d'extraction discontinue 

L'extraction traditionnelle en discontinue ou par presse est la plus ancienne et elle 

est encore utilisée dans certaines unités de trituration des olives. Après le broyage 

des olives dans des moulins à pierres, la pâte est étalée sur des sacs filtrants 

empilés appelés scourtins, puis placée dans la presse hydraulique pour exercer 

une pression sur les disques et compacter la phase solide de l'olive tandis que la 

phase liquide (huile et eau de végétation) s'écoule dans la colonne de la presse. 

Les scourtins utilisées étaient fabriqués en chanvre ou en noix de coco, mais à 

notre époque, ils sont fabriqués en fibres synthétiques, permettant un nettoyage et 

un entretien plus facile [26].  Ce procédé génère une fraction solide (grignon 

d'olive) et une émulsion contenant de l'huile d'olive avec une phase aqueuse. 

L'huile d'olive est finalement séparée du grignon restant par décantation ou par 

centrifugation verticale. Le système traditionnel est connu pour la production d’une 

huile d’olive de grande qualité. 

 

4.2. Système d'extraction continue  

En raison de la nécessité de traiter de grandes quantités d'olives et d'obtenir des 

rendements plus élevés en huile d'olive, l'évolution du processus d'extraction de 

l'huile a conduit au remplacement des moulins à pression traditionnels par 

l'extraction centrifuge moderne, selon les étapes présentées dans la figure 1.4. 

L’extraction de l’huile d’olive se fait à travers des phases successives 

contrairement au procédé discontinu. Les olives sont lavées, broyées, mélangées 

avec de l’eau chaude et malaxées pour former la pâte d’olive qui est ensuite 

diluée. Les phases liquides et solides sont séparées par centrifugation donnant les 

grignons et le moût. Le moût subit à son tour une centrifugation pour séparer 

l’huile des effluents d’huileries d’olive [27]. 
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4.2.1. Système d’extraction à deux phases 

Le décanteur centrifuge biphasé sépare l’huile et mélange les grignons et les eaux 

de végétation en une unique phase pâteuse appelée grignon humide (grignon à 

deux phases). Ce système permet d’extraire une huile d’olive de bonne qualité 

sans production de margines. Son seul inconvénient est la production de grignons 

humides. En effet, les grignons résultant de ce procédé contiennent 8 à 10% plus 

d’eau que ceux du procédé à trois phases. Il est donc indispensable d’équiper les 

huileries travaillant selon le procédé écologique d’une installation de séchage des 

grignons. Ce système écologique ne nécessite aucune dilution ou seulement une 

petite dilution pendant la phase de malaxation. L'huile provenant du décanteur est 

ensuite traitée avec une centrifugeuse verticale qui sépare l'eau résiduelle et les 

impuretés solides pour obtenir une huile claire. 

 

4.2.2. Système d’extraction à trois phases 

Variante du système précédent, dans le décanteur centrifuge triphasé, la pâte est 

divisée en huile, grignon et margine d'olive. Le résidu solide est séparé des deux 

autres phases dans le décanteur. Les phases liquides sont soumises ensuite à 

une centrifugation verticale afin de séparer l'huile d'olive des margines (Figure 

1.4). La phase solide est beaucoup plus sèche et beaucoup plus facilement 

récupérable. Dans tous les cas, la consommation d'eau et, par conséquent, les 

margines sont plus élevés que dans le processus biphasé.  

 

Un grand inconvénient de ce processus est la grande quantité de margines 

produites qui sont dues à la forte consommation d'eau, 1,25 à 1,75 fois plus d'eau 

que l'extraction sous presse [28]. 
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Figure 1.4 : Principaux systèmes d’extraction de l’huile d’olive 
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4.3. Comparaison des systèmes d’extraction de l’huile d’olive 

Le tableau 1.1 présente une comparaison des trois procédés - traditionnel, 

triphasé doux et biphasé - car aucune méthode n'est idéale et chacune présente 

des avantages et des inconvénients. 

 

Tableau 1.1 : Comparaison entre les trois systèmes d’extraction [29] 

Système à presse Système à 3 phases             Système à 2    phases 

Nécessite une importante 
main d’œuvre 

Réduit les dépenses de main-d'œuvre 

Altération des huiles après 
exposition de la pâte des 
olives à l’air libre durant 

environ 1 heure de trituration 
parfois plus 

Les opérations de transformation se passent en 
clos, ce qui  protège l’huile de l’altération par 

l’oxygène de l’air 

Consommation moyenne 
d’eau 

Consommation élevée 
d’eau 

Très faible 
consommation d’eau 

L’huile est riche en 
antioxydants 

L’huile est pauvre en 
antioxydants 

 
L’huile extraite est  

riche en 
antioxydants 

L'huile est généralement 
assez acide 

L’huile est moins acide 

Faible production Grande production 

Grand risque de 
contamination 

Faible risque de contamination 

En raison des acides gras 
libres, l'huile présente une 

faible résistance à l'oxydation 

En raison de sa faible 
concentration en 

antioxydants, l'huile 
présente une résistance 

limitée à l'oxydation 

Stabilité de l’huile à 
l’oxydation 

Quantité moyenne de 
margines 

Très grande quantité de 
margines 

 Pas de margines 

Faible quantité de grignons 
Quantité moyenne de 

grignons 
Grande quantité de 

grignons 
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5. Sous produits d’extraction d’huile d’olive 

5.1. Grignons d’olive 

Les sous-produits solides générés lors de l’extraction de l’huile d’olive sont les 

grignons. Ils sont composés de la pulpe, du noyau et du tégument de l’olive. Les 

caractéristiques physicochimiques des grignons varient selon le mode d’extraction 

(Tableau 1.2). 

Tableau 1.2 : Caractéristiques des grignons dans les trois systèmes d’extraction 

[30] 

Procédés 
Extraction par 

presse 

Extraction à trois 

phases 

Extraction à deux 

phases 

Taux d’humidité 27,2 50,23  56,8 

Huile  (%)  8,72 3,89 4,65 

Composés 

Phénoliques (%) 
1,14 0,326 2,43 

Sucre totaux (%) 1,38 0,99 0,83 

Protéines (%) 4,77 3,43 2,87 

Cellulose (%) 24,1 17,37 15,54 

  

La composition des grignons dépend étroitement de la variété d’olives, le degré de 

maturation des olives et le système employé lors de l’extraction de l’huile d’olive. 

 

5.2. Margines 

La margine ou l’eau de végétation est appelée alpechín en Espagne; aqua reflue 

en Italie; katsigaros en Grèce et zebra dans les pays arabes [31]. Dans les unités 

de trituration modernes, le processus de production génère plus de 1500 kg de 

margines par tonne d’olive traitée. Tandis que dans les huileries traditionnelles, il 

est de 400 kg de margines par 1 tonne d’olive traitée [32]. C’est un liquide foncé 

d’aspect trouble et de coloration brun à brun-rougeâtre consistant en une émulsion 

d'eau végétale stable, d'eau de traitement de fruits d'olives, de résidus d'huile et 

de fragments de pulpe d'olive [5]. Son odeur est agréable, à l’état frais, rappelant 

celle des olives, mais un goût amer et est relativement riche en matières 

organiques. Les différentes techniques d'extraction de l'huile d'olive conduisant à 
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la formation de margine sont les principaux facteurs influençant la qualité et la 

quantité de margine. 

 

5.2.1. Caractéristiques physicochimiques des margines  

Les margines ont un pH acide avec des valeurs comprises entre 4,7-5,7, avec un 

fort pouvoir tampon et une odeur fétide qui se développe au fur et à mesure que 

les margines vieillissent. Elles ont généralement une forte salinité due à l’ajout 

important de sel pour la conservation des olives [33]. La caractérisation physico-

chimique des margines est généralement tributaire des techniques et des 

systèmes retenus pour l’extraction d’huile d’olive et diffère d’un pays à l’autre.  

 

Le tableau 1.3  montre les analyses menées sur les margines qui peuvent nous 

renseigner sur les intervalles de variation de leurs principales caractéristiques 

physico-chimiques de pH, conductivité, demande biologique en oxygène (DBO), 

demande chimique en oxygène (DCO), matière organique et azote totale. 

 

Tableau 1.3 : Principales caractéristiques physicochimiques des margines [33] 

 Valeurs                                    

Minimum Maximum 

pH 4,7 5,7 

Conductivité (ms/cm) 5 41 

DBO (g /L) 41,3 46 

DCO (g/L) 16,5  190  

Matière organique (g /L) 16,7 81,6 

Azote totale (g /L) 0,06 0,95 

 

5.2.2. Caractéristiques biologiques des margines 

Dans la majorité des cas, les margines qui ont été soumis à des tests 

microbiologiques ont prouvé l'absence de micro-organismes pathogènes. Par 

conséquent, ces effluents ne posent aucun problème d'ordre hygiénique ou 

sanitaire. La flore bactérienne est représentée par les bactéries qui résistent aux 

polyphénols particulièrement les bactéries à gram négatif ; du genre 
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Pseudomonas et Bacillus et elles ne se développent pas aussi bien que les 

levures et les champignons qui se composent essentiellement de Aspergillus 

flavus, Aspergillus candidus, Penicillium negrican et alternari ainsi que 

Trichosporium cutaneium, Cryptococcus albidus, Rhodotorula sp, Candida sp et 

Saccharomyces sp [34-36]. Ces micro-organismes sont plus résistants aux 

substances phénoliques que les bactéries et peuvent supporter la salinité élevée 

et le pH acide des effluents [37].  

 

6. Valorisation des margines 

6.1. Impact des margines sur l’environnement  

La margine est un problème environnemental important pour les pays producteurs 

d'olives, car il n'existe pas d'options de traitement pour ce résidu, ce qui oblige les 

propriétaires de moulins à huile à rejeter cette eau sans précaution dans 

l'environnement ou dans le système d'égouts. Cela dégrade l'environnement 

récepteur en raison de la charge organique élevée, qui peut causer de graves 

dommages à l'eau, au sol, à l'air et aux plantes.  

 

6.1.1. Impact sur le sol 

De nombreux auteurs ont montré que les margines utilisées directement comme 

engrais organique avaient des effets néfastes sur les qualités des plantes et des 

sols [38]. En effet, les composés toxiques de ces effluents, comme les phénols, 

s'infiltrent dans le sol et inhibent son activité microbiologique [39]. De plus, sa 

richesse en minéraux, acides et molécules organiques détruit la capacité 

d'échange cationique du sol et/ou sa fertilité [40]. 

 

6.1.2. Impact sur les eaux 

La qualité de l'eau potable peut être affectée par des déversements mineurs 

d'hydrocarbures sur le sol, car ils peuvent contaminer la nappe phréatique et les 

eaux souterraines [41]. Les margines sont extrêmement riches en matières 

azotées ; par conséquent, lorsqu'elles se répandent, les eaux souterraines situées 

à l'intérieur ou à proximité de la zone d'épandage peuvent être contaminées par 

des nitrates [42]. La pollution des margines a également un impact négatif sur la 

vie aquatique et les populations de poissons [43]. 
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La margine contient également de grandes quantités d'hydrates de carbone et de 

lipides, qui forment ensemble une couche impénétrable empêchant la lumière et 

l'oxygène de pénétrer [43]. De même, l'accumulation de phosphore entraîne 

l'eutrophisation de l'eau, ce qui favorise le développement de maladies. 

      

6.1.3. Impact sur les plantes 

Les margines appliquées sans précaution peuvent empêcher la croissance des 

plantes et la germination des graines [44] (Tableau 1.4). D'autre part, ces effluents 

étant très riches en matière organique et en nutriments, l'application de margines 

à des doses appropriées peut être bénéfique pour la croissance des plantes [45]. 

 

Tableau 1.4 : Effets environnementales des rejets de margines dans le milieu 
naturel [45] 

 

 

Milieu Causes Conséquences 

Sols 

- Composés phénoliques 
- Acidité 

- Huiles et matières 
grasses (MG) 

- Matières en 
suspension 

(MES) 

- Sols obturés et suffoqués. 
- Mauvaise odeur. 

- Pollution de l’aquifère. 
- Coloration des eaux naturelles. 

- Effet phytotoxique sur la 
population microbienne. 

Air 
-Fortes teneurs en sels 

-Acidité 
-Forte charge organique 

- Dégagements d'odeurs 
désagréables 

- Formation d’hydrogène sulfureux 
(H2S) 

Espèces Aquatiques 

- Matières organiques 
- Huile et MG 

- MES 
- Composés phénoliques 

-Augmentation de la demande en 
oxygène. 

- Formations des croûtes. 
- Toxicité de la microflore 

Station d’épuration des 
eaux usées 

- Acidité 
- MES 

- Huile et MG 
- Matières organiques 

- Polyphénols 

- Perturbation de l’activité des  
digesteurs des boues 

Égouts 
- Acidité 
- MES 

- Corrosion des matériaux. 
- Putréfaction 
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6.2. Traitement des margines  

Ces dernières années, plusieurs techniques de traitement des margines ont été 

utilisées et sont divisées en trois grandes classes qui peuvent être utilisées seules 

ou combinées, les procédés physiques (Processus thermique, technique 

membranaire), les procédés chimiques (évaporation, oxydation, coagulation, 

floculation, adsorption) et les procédés biologiques (traitement anaérobie, 

traitement aérobie) [46-50]. 

 

6.3. Méthodes de valorisation des margines 

6.3.1. Valorisation des margines 

La margine peut être un substrat pour le développement de micro-organismes, 

une source d'énergie et un moyen de produire des engrais, des biomolécules et 

des aliments pour animaux. Les nutriments minéraux et organiques sont 

abondants dans les margines. Dans cette situation, la recherche chercherait à 

faire progresser leur valorisation à l'échelle industrielle et au laboratoire [51]. Afin 

d'exploiter les margines dans les secteurs de la biotechnologie, de la chimie et de 

l'agriculture et de réduire leurs effets néfastes sur l'environnement, cette 

valorisation vise à éradiquer les produits chimiques à caractère phénolique [52]. 

  

6.3.2. Obtention de biomolecules 

6.3.2.1. Antioxydants naturels 

Les industries pharmaceutiques et cosmétiques peuvent utiliser les composants 

importants présents dans les margines, comme les antioxydants. Le tyrosol, 

l'hydroxytyrosol et l'oleuropéine sont les trois principaux antioxydants 

commercialement viables présents dans la pulpe d'olive [53]. Les antioxydants 

sont des molécules phénoliques qui ont le pouvoir de contrecarrer et de combattre 

les agressions chimiques des radicaux oxydants sur l'ADN cellulaire. Ils peuvent 

ensuite être utilisés dans le secteur pharmaceutique [28, 54]. 

 

6.3.2.2. Enzymes 

La capacité des champignons, en particulier des lignolytiques, à éliminer les 

composés récalcitrants par la production d'enzymes oxydantes non spécifiques 

comme les phénol-oxydases, les polyphénol-oxydases et les peroxydases a été 
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démontrée pour la détoxification et la dégradation des margines [55, 56]. En 

traitant les margines avec des champignons, d'autres enzymes, notamment des 

pectinases et des lipases, peuvent également être produites [57, 58]. 

 

6.3.2.3. Polysaccharides 

Les polysaccharides constitue une classe potentielle dans les margines; par 

exemple, le xanthane est une substance polymérique extracellulaire microbienne 

à valeur commerciale. La première fabrication de xanthane a été décrite à partir 

de margines [59]. Un certain nombre d'études ont également été menées sur 

d'autres bactéries productrices des exopolysaccarides (EPS) qui peuvent se 

développer dans les margines en raison de leur structure complexe et de leur 

large éventail d'activités biologiques, ce qui leur permet d'être exploitées dans les 

industries alimentaire, pharmaceutique, cosmétique et de biorestauration [60, 61]. 

 

6.3.2.4. Biosurfactants 

Les margines sont une source potentielle de carbone pour la formation de 

biosurfactants sous forme de rhamnolipides (biosurfactants glycolipidiques) ou de 

surfactines (biosurfactants lipopeptidiques) car elles contiennent encore des huiles 

résiduelles et des polysaccharides [62, 63].  

 

6.3.2.5. Fibres 

Les margines sont un exemple de sous-produit oléique qui contient des fragments 

de polysaccharides provenant de la paroi cellulaire de l'olive et qui a été suggéré 

comme source de pectines, d'hémicelluloses, de cellulose et de lignine [64], ainsi 

que l'utilisation de fibres provenant de margines pour l'alimentation animale 

semble être une alternative compétitive [65]. 

 

6.3.2.6. Production de compost 

Le compostage est un processus qui transforme les matières organiques en 

composés humiques tout en éradiquant les parasites et les micro-organismes 

dangereux. Contrairement aux déchets solides urbains, le compost fertilisant pour 

les sols fabriqué à partir de margines présente l'avantage d'être dépourvu de 
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micro-organismes pathogènes et d'avoir des concentrations élevées de phosphate 

et de potassium [66]. 

 

7. Etude chimique des margines 

7.1. Composition chimique des margines 

Les margines représentent une matrice complexe constituée approximativement 

d’eau (83 à 96%), d’une fraction organique (3,5 à 15%) et autre minérale (0,5 –

2%) [67]. 

 

7.1.1. Fraction aqueuse 

Les margines sont des effluents aqueux avec une teneur en eau qui peut atteindre 

90 %. La quantité d’eau des margines dépends principalement du procédé 

d’extraction, elle résulte des eaux de lavages des olives en utilisant un volume qui 

varie entre 80 et 120 litre par tonne d’olives, des eaux de rinçage des trémies de 

stockage,  l’eau ajoutée au cours du malaxage, les eaux ajoutée pendant la 

centrifugation de l’huile pour optimiser la séparation centrifuge des phases 

(procédé de trois phases) et l’eau de végétation contenue dans le fruit d’olive qui 

constitue 40 à 50% d’eau des margines [67, 68]. 

 

7.1.2. Fraction organique 

La fraction organique des margines est subdivisée en deux parties : 

  - La partie insoluble contient les MES et les colloïdes provenant des débris 

et des fractions de pulpe d'olive. 

 - La partie soluble dans la phase aqueuse qui est la plus importante, elle 

comprend des composés phénoliques divers, des sucres, des acides organiques, 

des composés azotés et des vitamines.   

 

7.1.2.1. Lipides 

Le procédé d’extraction utilisé a un impact significatif sur la concentration en 

lipides résiduels dans les margines. À cet égard, le procédé de pressage 

conventionnel produit des margines à teneur en huile plus élevée, jusqu'à 9.8 g/L 
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[33]. Grâce à la séparation efficace assurée par les décanteurs centrifuges 

utilisés, le processus continu à trois phases permet toutefois d'appauvrir les 

margines en lipides. La teneur en huile des margines est actuellement faible dans 

le monde entier, allant de 0,03 à 1,1 %, en raison de l'augmentation récente des 

processus continus utilisés par les triturateurs et l'acide oléique, qui représente 65 

% de l'huile totale, est toujours présent en fortes concentrations [68].    

 

7.1.2.2. Acides organiques  

Leur concentration dans les margines varie de 0,78 à 1 g/L et se compose de 

molécules organiques à chaîne courte de trois à quatre atomes de carbone. 

Citons notamment les acides fumarique, glycérique, lactique, malique et 

malonique [33, 69].  

 

7.1.2.3. Glucides  

Les hydrocarbures, en particulier la cellulose, l'hémicellulose et les pectines, sont 

abondants dans les margines, entre 5 et 10% des polysaccharides solubles de 

l'olive migrent différemment dans les margines [65]. En conséquence, la teneur en 

sucres totaux des margines varie de 1,3 à 8,79 g/L [33]. Les monomères 

saccharidiques représentent 1 à 4,5 g/100 g et se composent principalement de 

glucose, rhamnose, fructose, de galactose, de mannose, de l'acide galacturonique 

et d'une petite quantité de saccharose [70]. 

 

Ces substances peuvent être utilisées  comme gélifiants dans l'industrie 

alimentaire. La composante glucidique des margines a démontré une bonne 

activité antioxydante par piégeage du radical DPPH (2,2-diphényle-1- 

pikrylhydrazyle) ainsi qu'une bonne capacité de fermentation des lactobacilles 

[71]. 

 

7.1.2.4. Composés azotés  

Les niveaux d'azote total dans les margines sont très variables, allant de 0,06 à 

0,95 mg/L [33]. Les protéines constituent la majorité de la fraction azotée, avec 

des concentrations allant de 1,2 à 2,4 % et les acides aminés tels que l'acide 
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aspartique, l'acide glutamique, la proline et la glycine sont les plus répandus [45, 

72]. Ces deux classes constituent la majorité des substances azotées présent 

dans les margines. 

 

7.1.2.5. Vitamines  

Les margines peuvent occasionnellement contenir des caroténoïdes et des 

tocophérols (Vitamines liposolubles), qui seraient liés à la fois aux débris d'olives 

en suspension et aux restes d'huile issus du processus d'extraction. Cela explique 

pourquoi il n'y a pas beaucoup d'études axées sur l'identification ou la 

quantification de ces composés dans les margines, car les chercheurs sont plus 

intéressés à les trouver dans l'huile d'olive [70].  

 

7.1.2.6. Composés phénoliques 

Les composés phénoliques des margines sont très variés et présentent une large 

gamme de formes monomériques et polymériques [73]. Leur teneur volumétrique 

peut atteindre 24 g/L [68]. Les polyphénols d'olive sont très polaires donc ils  

passent dans la phase aqueuse (la margine) plutôt que dans la phase organique 

(l'huile).  De ce fait, ils sont 10 fois plus concentrés dans les margines que dans 

l'huile d'olive.  

 

7.1.3. Fraction minérale 

La quantité de la fraction minérale des margines est significative Le type de sol, la 

fertilisation utilisée sur l'olivier, la qualité de l'eau utilisée lors du broyage et la 

méthode d'extraction utilisée affectent la concentration de chaque élément minéral 

[74]. Les valeurs minimales et maximales des minéraux et des métaux lourds 

basées sur les margines sont présentées dans le tableau 1.5.  
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Tableau 1.5 : Teneurs  des sels minéraux des margines [33] 

Elément minéraux 
Teneurs (g/L) 

Minimum Maximum 

Cadmium (Cd) 0,03 10 * 10-6 

Calcium (Ca) 0,03 0,29 

Chlore (Cl) 0,76 1 

Cuivre (Cu) 0,49 2,96 *10-3 

Fer (Fe) 0,45  20 *10-3 

Magnésium (Mg) 0,03  0,17  

  Manganèse (Mn) 0,46 20 *10-3 

Plomb (Pb) 6,7 10 * 10-6 

Potassium (K) 0,73  6,1 

Sodium (Na) 0,03 0,13 

Zinc (Zn) 1,7  4,98 *10-3 

 

8. Polyphénols des margines 

8.1. Généralités sur les composés phénoliques 

Les composés phénoliques sont les constituants les plus important de la margine. 

Ce sont des métabolites secondaires largement distribués dans le règne végétal, 

caractérisés par la présence d’au moins un motif phénolique (cycle aromatique sur 

lequel viennent se greffer un ou plusieurs groupements hydroxyles), pouvant être 

libre, acylés ou glucosylés, allant de molécules phénoliques simples de faible 

poids moléculaire comme les acides phénoliques, à des composés hautement 

polymérisés (polyphénols) comme les tanins. 

 

Actuellement, on dénombre plus de 8000 composés phénoliques tels que les 

acides phénoliques, les coumarines, les lignines, les stilbènes, les flavonoïdes et 

les tannins, dont 5000 pour la sous classe des flavonoïdes [75]. Ces métabolites 

permettent aux  plantes de résister et se défendre aux diverses agressions vis-à-

vis des organismes pathogènes et environnementales [76].  Un nombre croissant 

d'études suggère que la consommation de polyphénols peut avoir un impact 
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significatif sur la santé à travers le contrôle du métabolisme, du poids, des 

maladies chroniques et de la prolifération cellulaire [77]. 

 

8.2. Classification des composés phénoliques 

Les composés phénoliques peuvent être classés en différentes catégories 

(Tableau 1.6)  en raison de la complexité de leur squelette de base, qui peut varier 

d'un simple C6 à des formes hautement polymérisées, de l'ampleur des 

modifications apportées à ce squelette (degré d'oxydation, d'hydroxylation, de 

méthylation, etc.) et des connexions potentielles entre ces molécules de base et 

d'autres molécules (glucides, lipides, protéines et autres métabolites secondaires 

qui peuvent être ou non des composés phénoliques, etc.) [78] 

 

Tableau 1.6 : Classes de composés phénoliques selon le squelette des carbones 

[75, 78, 79] 

Classe Squelette carboné Exemples Origine 

Alcool phénolique C6 Catéchol Raisins et vin 

Acides 

hydroxybenzoique 
C6-C1 Acide vanillique Epices et fraise 

Acides 

hydroxycinnamiques 
C6-C3 

Acide caféique 
Pomme de terre et 

pomme 

Coumarines, 

Isocoumarines 

Scopolétine, 

esculétine. 
Citrus 

Naphtoquinones C6–C4 Juglone Noix 

Stilbènes C6-C2-C6 Resvératrol Vin 

Flavonoïdes 
C6-C3-C6 

Kaempférol, 

quercétine. 

Pomme, raisin et 

citrus 

Isoflavonoides Daidzéine Soja et pois 

Lignanes, néolignanes (C6-C3)2 
Pinorésinol, 

Laricirécinol 

Graines de 

sésame 

Lignines (C6-C3)n Lignine Bois  

Tannins (C15) Catéchine Raisin rouge 

 



37 
 

 

8.2.1. Acides phénoliques 

Les acides phénoliques sont des phénols simples largement répandus chez les 

plantes. Ils dérivent principalement de l’acide benzoïque et l’acide cinnamique 

[80]. Ils sont présents sous forme libre ou sous forme de combinaison de type 

ester avec des hétérosides comme l’acide (E) 4-O-β-D-glucosyl p-coumarique 

[81]. 

 

8.2.2. Flavonoïdes 

Cette catégorie comprend plusieurs milliers de molécules a une structure générale 

en C15 (C6-C3-C6) contenant une grande importance biologique (Figure 1.5) [82]. 

La grande variété de ces composés peut être attribuée au fait que les flavonoïdes 

existent généralement dans la nature sous des formes hydroxylées couplées à 

différentes molécules.  

 

O

O

A C

B

 

Figure 1.5 : Structure générale du noyau des flavonoïdes [83] 

 

Les flavonoïdes sont structurellement séparés en différentes classes de molécules 

en fonction du niveau d'oxydation et du type de substituants sur l'anneau C [84]. 

Six de ces groupes - flavones, isoflavones, flavanones, flavanols, flavonols et 

anthocyanidines - sont particulièrement bien caractérisés. Les structures de bases 

des sous-classes de flavonoïdes sont décrites dans la figure 1.6. 
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              Flavan-3-ol                     Isoflavone                             Isoflavonol         

Figure 1.6 : Structures des éléments de la principale sous-classe des flavonoïdes 

[83] 

 

8.2.3. Tannins 

Les tannins sont des produits chimiques polyphénoliques solubles dans l'eau et 

sont communes aux plantes, bien que leur nature et leur quantité varient en 

fonction de l'espèce. Leur structure est assez complexe et ils sont généralement 

divisés en tanins hydrolysables et en tanins condensés [78]. 

 

 

O

OH

HO

R1

OH

R2

 

Figure 1.7 : Structure de base des  tannins [78] 

 

 

 

Tanins R₁ R₂ 

Afzéléchine H H 

Catéchine OH H 

Gallocatéchine OH OH 
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8.2.4. Stilbènes 

Contrairement aux flavonoïdes, qui sont bien accueillis par les plantes, il s'agit 

d'un type de métabolites phénoliques que l'on trouve dans une variété de plantes 

alimentaires, notamment les raisins, les baies et les arachides [85]. Le resvératrol 

et le ptérostilbène sont des substances chimiques de la famille des stilbènes que 

la plante produit en réponse au stress; Ils comprennent généralement au moins 

deux noyaux aromatiques reliés par une double liaison [86]. 

 

  

OH

R2

R1

 

Figure 1.8 : Structures chimiques de quelques stilbènes [86] 

 

8.2.5. Lignanes 

Les lignanes sont traditionnellement définis comme une classe de métabolites 

secondaires dérivés de la fusion de deux unités phénylpropanoïdes (monolignol) 

par couplage oxydatif, qui peuvent également être utilisées pour synthétiser le 

polymère de lignine à longues ramifications. Ils sont souvent présents dans les 

graines du lin et du sésame et présentent une grande diversité structurelle ainsi 

qu'une série d'activités biologiques puissantes, telles que l'entérodiol (Figure 1.9), 

qui joue un rôle dans la prévention et le traitement de certains cancers [87]. 

 

HO OH OHHO

 

Figure 1.9 : Structure chimique de l’entérodiol [87] 

 

Stilbènes R₁ R₂ 

Ptérostilbène O-CH₃ O-CH₃ 

Resvératrol OH OH 

Picéide OGlc OH 
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8.3. Biosynthèse des composés phénoliques 

Les voies du shikimate et de l'acétate, deux voies métaboliques importantes, sont 

celles par lesquelles les polyphénols obtiennent leur(s) anneau(x) aromatique(s) 

[88]. En raison de leur double origine synthétique, les composés phénoliques 

présentent un large éventail de propriétés structurelles.  

La phénylalanine et la tyrosine sont deux acides aminés aromatiques, elles sont 

également à l'origine de la majorité des composés phénoliques des plantes. Ils se 

trouvent tous deux dans les protéines. Ils sont produits à partir des sucres simples 

du métabolisme primaire par la voie bien connue de l'acide shikimique. Il en 

résulte la synthèse de la phénylalanine, qui est ensuite convertie en acide 

cinnamique, précurseur immédiat des phénols. Les principaux acides 

hydroxycinnamiques sont les acides coumarique, caféique, férulique et sinapique. 

Ces acides se trouvent généralement dans le matériel végétal sous forme d'esters 

(esters quiniques comme l'acide chlorogénique, esters de glucose, etc.). Le 

processus de biosynthèse, connu sous le nom de séquence phénylpropanoïde, 

permet la formation de ces acides. Les esters d'acides hydroxycinnamiques sont 

les formes métaboliquement actives qui réagissent avec le coenzyme A et 

permettent d’accéder aux principales classes de composés phénoliques. La 

production de composés mixtes est souvent facilitée par l'engagement simultané 

du shikimate et de l'acétate (flavonoïdes, stilbènes, xanthones, etc.) [89]. 

 

8.4. Composition phénolique des margines 

Les produits phénoliques (ou biophénols) présents dans les margines sont très 

divers et leur composition structurelle varie considérablement. Les biophénols sont 

transmis de la pâte d'olive lors du broyage et du malaxage à l'huile et à divers 

sous-produits, en particulier aux margines, au cours de la fabrication de l'huile 

d'olive. Ce sont des substances hydrophiles, dont leur solubilisation dans l'huile 

est nettement inférieure à celle de la phase aqueuse. En réalité, seulement 2 % 

des substances chimiques phénoliques des olives sont transmises à l'huile, 53 % 

à la margine et 45 % au grignon d'olive [90].  Cependant, certaines de ces 

molécules sont nouvellement synthétisées via diverses voies de biotransformation 

enzymatique [91, 92]. Les groupes de biophénols les plus significatifs dans les 

margines sont les acides phénoliques, les alcools phénoliques, les flavonoïdes et 
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les sécoiridoïdes [8]. Plusieurs composés phénoliques ont été identifiés dans les 

margines, On peut diviser les phénols en deux grandes catégories :  

 

8.4.1. Phénols libres de margines 

La formation des phénols libres est principalement assurée par l’hydrolyse 

enzymatique des composés de la pulpe, cette catégorie regroupe les acides et les 

alcools phénoliques [65].   

 

8.4.1.1. Acides phénoliques de margines 

Les acides phénoliques sont représentés par l’acide-coumarique, cinnamique, 

caféique, férulique, gallique, sinapique, chlorogénique, protocatéchique, 

syringique et vanillique. Ces acides dérivent de deux acides précurseurs, l’acide 

hydroxybenzoïque et l’acide hydroxycinnamique (Tableau 1.7 ; Tableau 1.8) [8, 

12]. 

 

Tableau 1.7 : Représentation des groupes d’acides phénoliques présent 

dans les margines dérivants de l’acide hydroxybenzoïque  

Structure R1 R2 R3 R4 R5 Dénomination 

             

R1R2

R3

R4 R5

COOH

 

H OCH₃ OH OCH₃ H Ac. syringique 

H H OH H H Ac. P-hydroxybenzoïque 

H OH OH H H Ac. protocatéchique 

H OCH₃ OH H H Ac. vanillique 

H OH OH OH H Ac. Gallique 

 

Tableau 1.8 : Représentation des groupes d’acides phénoliques  présent 

dans les marginesdérivant de l’acide hydroxycinnamique  

Structure R1 R2 R3 R4 R5 Dénomination 

     

R1R2

R3

R4 R5

CH

CH

COOH  

H H H H H Ac. Cinnamique 

H H OH H H Ac. P-coumarique 

H OH OH H H Ac. Caféique 

H OCH₃ OH H H Ac. Férulique 

H OCH₃ OH OCH₃ H Ac. Sinapique 
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8.4.1.2. Alcools phénoliques de margines 

D’autre part, beaucoup d’alcool phénoliques ont été trouvé dans les margines, 

l’hydroxytyrosol et le tyrosol étant les plus répandus dans les margines (Figure 

1.10) [8, 93]. 

 

       

OH

OH

HO

Hydroxytyrosol

OH

HO

Tyrosol

 

Figure 1.10 : Exemple d’alcools phénoliques de margine 

 

8.4.2. Polyphénols de margines 

Les polyphénols ont des masses moléculaires élevées comprises entre 500 et 

3000 Da. Différentes substances de nature phénolique sont concernées, 

notamment, les sécoiridoidess, les flavonoïdes et les tannins.  

 

8.4.2.1. Sécoiridoïdes de margines 

Les principaux sécoiridoïdes des margines sont le ligustroside et l'oleuropéine 

(Figure 1.11), tous deux provenant de la pulpe d'olive. Plusieurs dérivés de 

l'oleuropéine ont également été signalés, notamment la diméthyloleuropéine, 

l'aglycone d'oleuropéine et le verbascoside [93, 94]. 
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Figure 1.11 : Structure des principaux sécoiridoïdes de margine 

Sécoiridoïdes R₁ R₂ 

Oleuropéine OH OH 

Ligustroside OH H 
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8.4.2.2. Flavonoïdes de margines 

Les flavonoïdes les plus signalés dans les margines et l’olivier sont la lutéoline, 

l'hespéridine, la quercétine, la rutine, la cyanidine, comme le montre la figure 1.12, 

ainsi que des flavonoïdes glycosylés (lutéoline 7-O-glucoside, apigénine 7-O-

glucoside, cyanidine 3-O-glucoside et cyanidine 3-O-rutinoside) [12, 95]. 
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                  Hespéretine (Flavanones)                  Cyanidine (Anthocyanidine) 

Figure 1.12 : Quelques structures chimiques des flavonoïdes de margines 

 

8.4.2.3. Tannins de margine 

Dans les petites poches des cellules de l'olive, les tanins constituent une classe 

dominante de polyphénols [96] dont la concentration peut atteindre 12 g/L [97]. Le 

catécholmélaninique est un flavotannin, il est le plus répandu et le plus abondant 

dans les margines [93]. 

 

8.5. Activités biologiques des polyphénols 

8.5.1. Généralités  

De nombreux chercheurs s'intéressent aux polyphénols marginaux en raison de 

leur large éventail d'activités biologiques. De nombreuses études suggèrent que 

ces substances jouent un rôle dans la prévention des maladies cardiovasculaires 
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[98], ainsi que des maladies inflammatoires, bactériennes, virales et allergiques 

[99-101].  

 

8.5.2. Activité antimicrobienne 

Les infections microbiennes sont des maladies provoquées par la prolifération de 

bactéries ou de levures nocives chez l'homme ou l'animal. L'étude des micro-

organismes a récemment fait l'objet d'une grande attention d'un point de vue 

biologique et médical. L'augmentation de la résistance des souches aux 

traitements [102, 103] et les complications que ces microbes provoquent chez les 

individus présentant un certain profil clinique [104] sont les raisons pour lesquelles 

la recherche sur les maladies microbiennes a pris une telle importance. A titre 

d’exemple, environ, 95% de souches de S. aureus sont résistantes à la pénicilline 

et dans les pays asiatiques 70- 80% de ces mêmes souches sont résistantes à la 

méticilline [105]. 

 

8.5.2.1. Composés phénoliques antimicrobiens 

Les produits chimiques antibactériens sont ceux qui ont la capacité de tuer ou 

d'arrêter la croissance des bactéries. L'évaluation des capacités antibactériennes 

des polyphénols a fait l'objet de nombreuses études in vitro et in vivo. 

L'oleuropéine, l'hydroxytyrosol, le tyrosol et d'autres phénols ont été étudiées pour 

leur activité antimicrobienne contre plusieurs bactéries, champignons, virus et 

protozoaires [106-113]. 

 

8.5.2.2. Mécanisme d’action antimicrobienne des polyphénols 

Le mécanisme de l'effet antimicrobien est très complexe et peut impliquer 

plusieurs modes d'action, notamment l'inhibition des enzymes extracellulaires 

microbiennes, la séquestration du substrat nécessaire à la croissance microbienne 

ou la chélation de métaux tels que le fer, l'inhibition du métabolisme microbien, la 

dégradation de la paroi cellulaire, la rupture de la membrane cytoplasmique 

(entraînant la fuite de composants cellulaires) et l'influence sur la synthèse des 

protéines et des lipides, de l'ADN et de l'ARN [114, 115]. Les phénols sont 

typiquement classés parmi les agents de surface et ont un effet antibactérien lié à 

leur capacité à dénaturer les protéines [116, 117]. Sous l'effet de leur activité, ils 
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provoqueraient la fuite des composants biologiques des bactéries, notamment les 

protéines, le potassium et le phosphate. Ces conséquences peuvent résulter de la 

rupture du peptidoglycane ou d'une atteinte à la membrane cellulaire.  

 

8.5.3. Activité antioxydante 

8.5.3.1. Généralités 

Toutes les créatures aérobies ont besoin d'oxygène pour survivre car il permet 

l'oxydation des matières organiques dans leurs mitochondries, ce qui produit la 

majorité de l'énergie chimique. Mais pour ces organismes, l'oxygène peut être une 

source d'agression car ils en utilisent une partie pour créer des composés 

extrêmement réactifs appelés radicaux libres. 

 

Un antioxydant est un produit chimique qui, lorsqu'il est présent en faible 

concentration par rapport à un substrat oxydable, ralentit ou arrête de manière 

significative l'oxydation de ce substrat [118]. Les glucides, l'ADN, les protéines et 

les lipides sont des exemples de substrats oxydables. 

 

8.5.3.2. Stress oxydatif et radicaux libres 

Les radicaux libres ou les espèces réactives d’oxygène (ERO) et les espèces 

réactives de l’azote (ERN) [119] qui peuvent être des molécules ou des atomes 

ayant un ou plusieurs électrons non appariés, sont électriquement neutres ou 

chargés (ioniques) et comprennent l'atome d'hydrogène, le radical hydroxyle, 

l'anion superoxyde, le peroxyde d'hydrogène, etc. (Tableau 1.9). 

 

Tableau 1.9 : Principaux radicaux libres et leur structure chimique [120] 

Nomenclature  Structure chimique 

Radical hydroxyle OH• 

Radical hydroperoxyde H O O• 

Radical peroxyde R O O• 

Radical alkoxyle RO• 

Peroxyde d’hydrogène* H2O2 

Peroxynitrite O N O O• 

Anion superoxyde O2 •- 

* Espèce active de l'oxygène, non radicalaire 
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8.5.3.3. Mécanisme d’action des antioxydants  

Tous les composés qui protègent les systèmes biologiques des conséquences 

potentiellement néfastes des procédures ou des réactions qui entraînent une 

oxydation excessive peuvent être classés dans la catégorie des antioxydant [121]. 

Ils peuvent être d’origine synthétique comme  le butyl- hydroxyanisole (BHA), 

butyl-hydroxytoluène (BHT), gallate propylée et le tétra-buty- lhydroquinone, ou 

d’origine naturelle comme l’acide ascorbique (Vitamine C), tocophérols et la β- 

carotène. 

 

Une étude a montré qu’il y a 5 modes d’intervention des antioxydants [122]  : 

 Interruption de la chaîne de propagation des réactions radicalaires. 

 Chélation des métaux de transition. 

 Désactivation des ERO. 

 Inhibition de l’activité des enzymes de peroxydation. 

 Abaissement de la pression partielle en oxygène. 

 

8.5.3.4. Polyphénols antioxydants  

La majorité des effets biologiques des flavonoïdes, y compris leur activité anti-

inflammatoire et anti-tumorale, sont partiellement attribués à leurs propriétés anti-

oxydantes, qui se manifestent comme suit : piégeage direct des ERO, suppression 

de leur formation par inhibition de certaines enzymes ou par chélation des ions 

métalliques impliqués dans leur production (propriétés chélatrices), sauvegarde 

des mécanismes de défense antioxydants de l'organisme [123].  

 

8.5.4. Activité photoprotectrice 

Le niveau de rayonnement ultraviolet (UV) qui atteint la surface de la terre a 

augmenté de façon spectaculaire ces dernières années [124]. Ce phénomène, en 

plus de la surexposition de la peau au rayonnement UV, a contribué à une 

augmentation constante des troubles liés à la peau chez l'homme. 

 

8.5.4.1. Définition de l’activité Photoprotectrice  

Le terme "photoprotection" fait référence à toutes les méthodes organiques et/ou 

artificielles qui peuvent lutter contre les effets nocifs du soleil. Le port de 
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vêtements et l'utilisation de produits de protection solaire (PPS) sont les 

fondements de ce système [125].  

 

8.5.4.2. Effet des radiations UV sur la peau  

Les dommages cutanés causés par les rayons UV peuvent prendre de 

nombreuses formes différentes. Plusieurs variables influencent la façon dont le 

rayonnement solaire affecte la peau. 

- La quantité d'énergie absorbée. 

- La profondeur de pénétration, qui est inversement corrélée à la longueur d'onde.  

  

Les rayons infrarouge (IR) atteignent la jonction dermo-épidermique, les UVA le 

milieu du derme et les UVB l'hypoderme (Figure 1.13).  

 

 

Figure 1.13 : Pénétration des rayonnements solaires en fonction de la longueur 

d’onde [126]. 

 

On estime qu'un million de personnes reçoivent chaque année un diagnostic de 

cancer de la peau et qu'environ 10 000 d'entre elles développent un mélanome 

malin. Les parties du corps les plus exposées au soleil, telles que le visage, le 

cou, la tête et le dos des mains, sont celles où se développent la majorité des 
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tumeurs malignes de la peau [127]. La partie UV du spectre électromagnétique est 

à l'origine de la majorité des effets néfastes du rayonnement solaire. 

 

Le spectre du rayonnement solaire a un intervalle de 100 nm à 1 mm qui peut être 

divisée en cinq régions :  

- UVC (de 100 nm à 290 nm);  

- UVB (de 290 nm à 320 nm);  

- UVA (de 320 nm à 400 nm);  

- Champ visible (de 380 nm à 780 nm);  

- L’infrarouge (de 780 nm à 1600 nm) [128]. 

 

Ces faits ont conduit à l'inclusion d'ingrédients de protection solaire dans des 

produits courants tels que les crèmes hydratantes, les lotions, les shampooings, 

les mousses et d'autres préparations pour les cheveux et la peau. L'utilisation 

régulière de ces produits peut contribuer à réduire la possibilité d'effets négatifs 

des rayons UV [127]. Par conséquent, les coups de soleil, le photovieillissement, 

l'érythème et l'inflammation peuvent être provoqués par les UVA, les UVB et les 

UVC. Pour prévenir tous les effets négatifs susmentionnés, nous devons utiliser 

des produits de protection solaire sur notre peau [129]. 

 

8.5.4.3. Détermination de l’efficacité des produits solaires  

8.5.4.3.1. Notion de Facteur de Protection Solaire (FPS) 

Le Facteur de Protection Solaire (FPS) ou Indice de Protection, est proportionnel à 

l'effet photoprotecteur d'un produit contre les rayons UVB. L'efficacité d'une crème 

solaire est mesurée par son FPS. Ce facteur est déterminé en contrôlant la 

sensibilité de chaque personne aux systèmes solaires par le biais du rayonnement 

UV, avec ou sans produit solaire [130]. La crème est d'autant plus efficace pour 

prévenir les coups de soleil que son FPS est élevé.  

 

8.5.4.3.2. Produits de protection solaire )PPP( 

Un PPS est composé de molécules actives s’opposant à la pénétration des 

photons dans la peau, qui peuvent être des filtres ou des écrans [125]. Ils sont 

différents par leur mécanisme d’action et leur composition [131]. Les formulations 
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disponibles dans le commerce comprennent une combinaison de ces agents pour 

couvrir un large spectre de rayonnement UV. L'action de cet écran solaire peut 

varier du blocage, de la réflexion et de la diffusion de la lumière solaire. Les 

écrans solaires chimiques absorbent les rayons UV, tandis que les écrans solaires 

physiques réfléchissent ou diffusent la lumière. Un agent solaire idéal doit être sûr, 

chimiquement inerte, non irritant, non toxique, photo-stable et devrait fournir une 

protection complète à la peau [129, 132].   

 

8.5.4.4. Polyphénols photoprotecteurs 

La recherche a permis de découvrir de nombreux produits capables de bloquer les 

rayons UV et d'atténuer leurs effets sur la peau. Aujourd'hui, les composés 

naturels ont fait l'objet d'une attention considérable en tant qu'agents 

photoprotecteurs en raison de leurs activités biologiques étendues telles que 

l'absorption des UV, les antioxydants et les anti-inflammatoires [133]. Plusieurs 

études ont démontré que les acides phénoliques et les flavonoïdes fournissent 

une photoprotection en réduisant le stress oxydatif et l'inflammation. Dans les 

tissus épidermiques des plantes, les rayons UV provoquent l'accumulation de 

flavonoïdes et d'autres substances chimiques phénoliques. Par exemple, l'olivier 

et ses fruits contiennent des substances chimiques phénoliques spécifiques qui 

agissent comme des protecteurs contre les rayons UV [134]. En raison de leurs 

similitudes structurelles et fonctionnelles avec les filtres UV chimiques, qui 

améliorent leur action synergique et augmentent leur résistance à l'eau, ces 

substances sont utilisées comme ingrédients actifs naturels dans les formulations 

d'écrans solaires [8]. Par exemple, l'oleuropéine, l'hydroxytyrosol, le tyrosol, le 

verbascoside et l’acide caféique d'olive ont réduit la peroxydation des lipides après 

une exposition au soleil et ils agissent aussi comme des inhibiteurs de la 

photocarcinogenèse en raison de leur forte activité antioxydante et de leur faible 

absorption des UV [18].  

 

9. Biotransformation des margines 

9.1. Généralités sur la biotransformation 

La biotechnologie a révolutionné la façon dont les composés naturels sont 

transformés et utilisés dans divers domaines. La biotransformation (bioconversion) 
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est un aspect essentiel de la biotechnologie qui utilise des micro-organismes, des 

enzymes ou des voies métaboliques pour convertir des substrats naturels en 

produits souhaités. Elle offre une alternative durable aux procédés chimiques 

traditionnels en minimisant les déchets et en utilisant des conditions de réaction 

plus douces. 

 

Les micro-organismes, tels que les bactéries, les levures et les champignons, 

jouent un rôle crucial dans la bioconversion des produits naturels. Leur diversité 

métabolique permet la production de divers métabolites secondaires à partir de 

substrats naturels. Les voies métaboliques spécifiques de ces organismes sont 

exploitées pour produire des composés d'intérêt commercial, tels que des 

antibiotiques, des enzymes, des pigments et d'autres produits chimiques [135-

138]. Plusieurs stratégies sont employées pour la bioconversion des produits 

naturels. Elles comprennent l'utilisation d'enzymes isolées ou produites par des 

micro-organismes pour catalyser des réactions spécifiques, la manipulation 

génétique pour améliorer les voies métaboliques des micro-organismes et 

l'ingénierie métabolique pour optimiser la production de composés cible [139, 

140]. 

 

9.2. État des connaissances de la biotransformation des margines 

Les margines sont considérées comme une ressource exploitable qui pourrait être 

valorisée comme substrat dans divers bioprocédés à cause de la diversité en 

sources de carbone, des composés organiques et des minéraux [141]. Les 

microorganismes non-pathogènes qui se développent dans les margines ont la 

capacité de produire divers produits à haute valeur ajoutée (enzymes, acides 

organiques, EPS, etc, [142-145], parallèlement à la détoxification et la 

biodégradation des margines par des cultures pures    de micro-organismes tels que 

Aspergillus niger, Phanerochaete chrysosporium et Pleurotus ostreatus, 

Azotobacter chroococcum, Azotobacter vinelandii, Aspergillus terreus [55, 139, 

146]. 

 

Plusieurs recherches ont été effectuées sur la biotransformation des margines et 

ou de l’extrait phénolique de margine afin de libérer ou bien concentrer de grandes 
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quantités de composés phénoliques simples ayant une valeur antioxydante élevée 

ainsi que des bio-alcools, vitamines, biosurfactants, EPS, bioplastiques.Etc. 

(Tableau 1.10). 

 

Tableau 1.10 : Composés à haute valeur ajoutée obtenus par la bioconversion 

des margines 

Microorganismes Produits Réf 

Candida tropicalis et Saccharomyces 

cerevisiae 
Ethanol 

[144, 

145] 

Clostridium spp Butanol [147] 

Arthobacter spp Acide Indolacétique [148] 

Pseudomonas aeruginosa Biosurfactant : Rhamnolipide [149] 

Aspergillus niger, Trichoderma atroviride 

et Trametes trogii 
Hydroxytyrosol [150] 

Funalia trogii ATC00800  

Trametes versicolor ATC00801 

Acide Gibberellique, Acide 

abscisique, indolacetique et 

cytokinine 

[151] 

Paenibacillus jamilae CP-7 EPS [152] 

Lactiplantibacillus plantarum DSM 

20205, Saccharomyces cerevisiae DSM 

1333 et Aspergillus niger DSM 2466 

Hydroxytyrosol et tyrosol [140] 

Azotobacter chroococcum 

Bioplastiques: 

Homopolymères de 3-

hydroxybutyrate et 3-

hydroxyvalérate 

[153] 

Yarrowia lipolytica Mannitol, acide citrique [144] 

 

9.3. Bioconversion des produits phénoliques 

L’hydroxytyrosol est le composé phénolique le plus étudié et qui a constitué 

l’intérêt de plusieurs recherches en raison de ses remarquables activités 

pharmacologiques [154]. De plus, l'hydroxytyrosol est présent sous deux formes, 

libre et associé à d'autres molécules telles que l'oleuropéine, la 

déméthyloleuropéine, le verbascoside et les glucosides d'hydroxytyrosol [155-

157]. L'hydroxytyrosol conjugué ne peut être récupéré par la technologie des 

membranes ou l'extraction par solvant. En outre, l'hydrolyse des margines 

nécessite une grande quantité de produits chimiques. Dans ce dernier cas, le label 
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"BIO" disparaîtrait. Par conséquent, les méthodologies appliqué pour hydrolyser 

les margines par une préparation enzymatique aide à récupérer le maximum de 

l'hydroxytyrosol. Les enzymes de type α et β- glucosides font l’objet de récupérer 

l’hydroxytyrosol conjugué [158, 159]. Cependant, les réactions de bioconversion  à 

l’aide d’enzymes purifiées et immobilisées semble être délicate que celles mettant 

en jeu des cellules microbiennes qui produisent les enzymes extracellulaires 

(esterase, β-glucosidase et laccase) dans le but de l’hydrolyse des polyphénols 

comme, l’oleuropéine, le ligustroside ou le verbascoside pour donner des 

monomères tels que l’hydroxytyrosol [150]. Le tableau 1.11 indique plusieurs 

travaux sur la bioconversion des composés phénoliques. 

 

Tableau 1.11 : Bio-composés obtenus après la bioconversion des produits 

phénoliques 

Précurseurs Produits Microorganismes Nature Réf 

Acide gallique Pyrogallol 
Citrobacter  

freundii 
Bactérie [160] 

Acide vanillique 

Vanilline 
Pycnoporus 

cinnabarinus 

Champignon 

filamenteux 
[161] 

Gaïacol 

Bacillus subtilis 

Streptomyces sp. 

A3, Streptomyces 

sp. A5 et 

Streptomyces sp. 

A13 

Bactérie et 3 

Actinomycètes 
[162] 

Eugénol 

Acide vanillique 

et vanilline 

Rhodococcus sp 

Pseudomonas sp 

Bactéries 

[163, 

164] 

Alcool 

coniférylique 
Escherichia coli [165] 

Trans-Acide 

cinnamique 

L-phénylalanine 

 

Rodoturula rubra 

 

Levure [166] 
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Acide 

cinnamique et 

férulique 

Acide vanillique, 

cinamamide et 

acide benzoique 

Streptomyces Actinomycètes [167] 

Acide férulique 

Vanilline et 

composés 

aromatiques 

Bacillus subtilis 

Pseudomonas 

putida 

Bacillus cereus 

Bactéries 

[168-

170] 

 

Acide quinique Acide shikimique 
Bacillus  

megaterium 
Bactérie [171] 

Acides hydroxy-

cinnamiques  

Dérivés du 

vinylphénol 

(4-vinylphénol et 

4-vinylgaïacol) 

Bacillus 

licheniformis 
Bactérie [172] 

Oleuropéine Hydroxytyrosol 

Saccharomyces 

cerevisiae et 

Candida 

wickerhamii 

Levures [173] 

Oleuropéine, 

ligustroside et 

verbascoside 

Hydroxytyrosol 

Aspergillus 

niger, Tricho- 

derma atroviride 

et Trametes trogii 

Champignons [150] 
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CHAPITRE 2 

PREPARATION DE L’HUILE ESSENTIELLE ET LA FRACTION VOLATILE DE 

MARGINE, ANALYSE CHIMIQUE ET DETERMINATION DES ACTIVITES 

ANTIMICROBIENNE, ANTIOXYDANTE ET PHOTOPROTECTRICE 

 
 
 
 

L'huile essentielle (HE) et/ou la fraction volatile (FV) est le liquide obtenu par 

distillation ou entraînement à la vapeur d'eau d'une matrice riche en substances 

odorantes, volatiles et peu solubles dans l'eau. La diversité et la complexité des 

huiles essentielles rendent le choix des méthodes d'extraction délicat, car la 

méthode utilisée aura un impact sur la qualité de l'huile extraite, qui déterminera 

son utilisation ultérieure. Les HES ne sont étudiées que depuis le 20ème siècle, 

notamment d'un point de vue chimique et biologique dans la phytothérapie et 

l'aromathérapie pour les utiliser dans la médecine complémentaire à des fins 

curatives. Aujourd'hui, la médecine moderne utilise les propriétés thérapeutiques 

des HES et de leurs composants. En effet, de nombreux composés volatils sont 

désormais des ingrédients courants dans les préparations pharmaceutiques. Le 

thymol, par exemple, est utilisé dans les soins dentaires pour ses propriétés 

antiseptiques et l'eugénol pour ses propriétés analgésiques [174, 175]. La science 

s'est récemment intéressée aux constituants des HES, car un nombre important de 

composés volatils, tels que les monoterpènes et les sesquiterpènes, ont montré 

des activités pharmacologiques remarquables contre des maladies infectieuses et 

d’autres pathologies [176-179]. Par ailleurs, il est important de rappeler que 

chaque HE contient un grand nombre de molécules bioactives intéressantes et 

l’utilisation des techniques de chimie avancées telles que la chromatographie et 

l'étude des activités biologiques sont donc nécessaires pour identifier et classer 

chaque HE.  

 

C'est dans cette optique que s'inscrit ce chapitre de la thèse, dont les principaux 

objectifs peuvent être résumés comme suit : 

 Extraction de l’HE et la de la  FV de margine et détermination de la 

composition chimique; 
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 Étude de l’impact de la coexistence de plusieurs voies de biosynthèse sur 

la composition chimique de l'HE et de la FV. 

 Évaluation, in vitro, des activités biologiques (antimicrobienne, 

antioxydante et photoprotectrice); 

 

1. Méthodologie expérimentale 

1.1. Origine et traitement de la margine 

La margine qui a fait l’objet de ce travail a été obtenue auprès de « SARL 

ARBAOLIVE HUILERIE » de la région de Larbaa (Lat. 3633054.2000 N-Long. 3 

905.6300 E)-Blida (Algérie) au mois de Novembre, au cours de la saison oléicole 

2019/2020. La margine récupérée était le sous-produit d'un processus d'extraction 

d'huile d'olive en trois phases. Les échantillons ont été soumis à une filtration 

suivie d'une centrifugation pour éliminer les solides en suspension. Enfin, la 

margine a été collectée dans des bouteilles et stockée dans le congélateur afin 

qu’elle garde ses caractéristiques biologiques et physico-chimiques initiales.  

 

1.2. Etude physicochimique de margine 

La caractérisation physicochimique de margine a été réalisée par la détermination 

des paramètres suivants : 

 

1.2.1. Acidité (pH) 

La mesure du pH a été effectuée à l’aide d’un pH-mètre de type (HANNA 

instruments modèle 210).  

 

1.2.2. Conductivité électrique 

La conductivité a été mesuré à l’aide d’un conductimètre de type ADWA 

instruments. La conductivité est exprimée en mS/cm. 

 

1.2.3. Matière sèche (MS) 

La matière sèche est constituée par l’ensemble des substances organiques et 

inorganiques, en solution ou en suspension contenues dans l’échantillon. La 

détermination de leur MS consiste à sécher un volume de margine dans un 
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creuset en porcelaine à l’étuve (105°C) pendant 24 heures. La teneur en matière 

sèche est exprimée par la relation suivante : 

 

MS (%) = 
     

     
 x 100  

 

MS : Teneur en matière sèche (%). 

M2 : masse des margines après séchage (g). 

M0 : masse du creuset vide (g). 

M1 : masse de l’échantillon avant séchage (g). 

 

1.2.4. Taux d’humidité 

En calculant la différence entre le poids d’échantillon humide et celui sèche. 

L’échantillon de margine séché a été refroidi dans un dessiccateur. La teneur en 

eau ou taux d’humidité est exprimée en % de masse. 

 

TH (%) = 
    

    
 x 100 

 

TH : Taux d’humidité (%). 

p : masse d’échantillon avant séchage. 

PS : masse d’échantillon après séchage. 

P0 : masse du creuset vide. 

 

1.3. Préparation de l’huile essentielle (HE) et la fraction volatile (FV) de margine 

1.3.1. Extraction de l’huile essentielle (HE) 

L'HE de margine a été extraite par hydro-distillation pendant 3 heures à partir de 

400 g de margine centrifugée. Dans cette approche, la margine et l'eau sont 

combinées avant d'être portées à ébullition. Les composés volatils contenus dans 

la margine sont libérés sous l'effet de la chaleur. Sous l’action de la vapeur d'eau, 

ces molécules produisent une combinaison hétéroazéotropique et la vapeur qui en 

résulte est évacuée et condensée dans le refroidisseur. À l'embouchure du 

condenseur, l'hydrolat (HE + eau) est récupéré dans un erlenmeyer. L'hydrolat est 

soumis à une extraction liquide-liquide avec de l'acétate d'éthyle, qui sépare le 
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mélange en deux phases : une phase aqueuse inférieure qui contient de l'eau, une 

petite quantité de composés hydrosolubles et une phase organique supérieure qui 

contient l'HE dissoute dans l'acétate d'éthyle. Afin d'extraire le maximum d'HE de 

la phase aqueuse, on procède à une deuxième extraction à l’acétate d’éthyle. Un 

évaporateur rotatif a été utilisé pour distiller les phases organiques récupérées 

sous pression réduite à 40°C après les avoir combinées et séchées sur du sulfate 

de sodium anhydre pour éliminer les traces d’eau restante. Le rendement de 

l’extraction a été déterminé par la pesé de l’HE produite. Elle est ensuite 

conservée dans des flacons ambrés à une température d’environ 4°C en vue 

d’utilisation ultérieure. 

 

1.3.2. Préparation de l’extrait brut de margine 

Le protocole d’extraction des composés phénoliques à partir des margines est 

basé sur la méthode décrite dans la littérature [95]. Il s’agit d’une extraction 

liquide-liquide avec l’acétate d’éthyle car ce dernier est confirmé d’être le meilleur 

solvant pour la récupération des composés phénoliques contenus dans la margine 

d’après plusieurs auteurs [68, 180, 181]. A cet effet, une masse de 300 g de 

margine brute a été centrifugé pendant 10 minutes à 4500 rpm et à 5 oC  par le 

biais d’une centrifugeuse de type SIGMA 3-16KL, le pH a été ajusté à 2 à l'aide 

d’une solution HCl (0,5 N) pour stabiliser les phénols présents dans cette matrice. 

La solution obtenue a été traitée avec 100 ml d'hexane à trois reprises pour 

éliminer la fraction lipidique. La phase aqueuse a été recueillie pour une nouvelle 

extraction liquide-liquide en utilisant 100 mL d'acétate d'éthyle. La phase 

organique riche en phénols a été obtenue après trois extractions successives. 

Après séchage sur sulfate de sodium anhydre, suivi d'une évaporation sous 

pression réduite à 40°C, nous avons obtenu notre extrait phénolique (Figure 2.1). 

 
 



58 
 

 

 
Figure 2.1 : Organigramme de l’extraction des polyphénols de margine [95] 

 

1.3.3. Extraction de la fraction volatile (FV) de margine 

En utilisant un système de Dean-Stark modifié, la FV a été produite à partir de 

l'extrait brut (Figure 2.2). Le système est placé dans un ballon bicol, qui est 

ensuite rempli d'eau jusqu'à ébullition. La vapeur générée par la méthode de 

Dean-Starck modifiée pénètre dans le tube contenant l'extrait brut de margine, qui 

emporte alors les composants volatils sous forme d'hétéroazéotrope. Le mélange 

est ensuite condensé dans le refroidisseur. Une heure de distillation à la vapeur a 

été effectuée sur une quantité de 300 mg d'extrait combiné avec 500 mL d’eau 

distillée et l'hydrolat obtenu a subi le même traitement que l'HE. La FV récupérée 

a été pesée pour déterminer le rendement d'extraction et a été conservée à une 

température de 4 °C dans une bouteille ambrée. 
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Figure 2.2 : Organigramme de l’obtention de l’HE et la FV de margine 

 

1.3.4. Calcul du rendement 

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

de l'huile extraite MHE et la masse de margine brute (MM).  

 

RHE(%) = MHE/MM * 100 

 

Le rendement en extrait RE s’exprime par le rapport entre la masse d’extrait (ME) 

obtenu et la masse de margine  (MM) par la relation suivante :  

 

RE(%) = ME/MM * 100 

 

Le rendement de la FV. RFV(%) est décrit comme étant le rapport de la masse de 

la fraction obtenue MFV rapporté à celle de la masse d’extrait ME :  

 

RFV (%) = MFV/ME*100 
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1.4. Analyse chimique de l’huile essentielle et la fraction volatile de margine  

1.4.1. Caractérisation par infrarouge à transformée de Fourier 

La réflectance totale atténuée (ATR) est la méthode d'échantillonnage la plus 

utilisée pour la spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF). La ATR-

IRTF mesure rapidement et facilement une large gamme de types d'échantillons, y 

compris des liquides, des solides, des poudres, des semi-solides et des pâtes 

sans ajouter de solvant ni changer de pastille. De plus, Elle offre le plus haut 

niveau de fiabilité pour la caractérisation des matériaux. 

 

Un spectromètre IRTF de modèle Nicolet™ iS™10, a été utilisé pour les mesures 

de films secs ATR. Il était équipé d'un détecteur de sulfate de triglycine deutéré 

(DTGS) à réponse rapide, des échantillons liquides de 0,5 µL (HE ou FV) ont été 

séchés sur le cristal ATR en diamant de l'accessoire monoréflexion Dura Sample 

IR II pour liquides, de Smiths Détection Inc. (Andover, MA, USA). Le logiciel 

OMNIC 9.8, de Nicolet iS10, a été utilisé pour le contrôle de l'instrument et le 

traitement des spectres, sous le système  d’exploitation Microsoft Windows 10. 

L'absorbance a été enregistrée sur la plage 4000-525 cm-1 à une résolution de 4 

cm-1 avec une moyenne de 32 balayages par spectre. 

 

1.4.2. Identification des composés volatils de l’huile essentielle et de la fraction 

volatile de margine 

L'identification de la composition chimique de l'HE et de la FV de margine a été 

réalisée qualitativement par analyse chromatographique en phase gazeuse 

couplée à la spectrométrie de masse (CG/SM) et quantitativement par 

chromatographie en phase gazeuse couplée à un détecteur à ionisation de 

flamme (CG/DIF) pour la détermination des teneurs en masse des différents 

constituants. 

 

Les analyses CG/SM ont été effectuées sur un système GC2010 (Shimadzu, 

Kyoto, Japon). Le système d'analyse est équipé d'un injecteur à échantillonneur 

automatique et d'une colonne de séparation capillaire en silice fondue HP-5 (30 m 

x 0,25 mm i.d., df 0,25 μm). L'hélium a été utilisé comme gaz vecteur à un débit 

constant de 28,8 mL/min et à une vitesse linéaire constante de 33,3 cm/s, ce qui 
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correspond à une pression d'entrée de 43,6 kPa. La température de l'injecteur a 

été réglée à 250 °C. La température du four a été maintenue à 60°C pendant 5 

minutes, puis augmentée à 250°C à une rampe de 3°C.min-1. Les températures de 

l'interface et de la source d'ions étaient respectivement fixées à 250°C et 200°C. 

L'acquisition a été réalisée en mode balayage complet dans la gamme de masse 

35 à 550 m/z, avec un intervalle de balayage de 0,2 s. Les échantillons ont été 

dissous dans de l'acétate d'éthyle (10 %), puis 1 μL a été injecté en mode division 

split avec un rapport de division (split ratio) de 1:90. Le traitement des données est 

réalisé à l’aide du logiciel LabSolution ver. 5,97 (Shimadzu, Kyoto, Japon). 

 

L'identification a été réalisée en appliquant deux filtres, une correspondance de 

similarité spectrale supérieure à 90 % et une correspondance de l'indice de 

rétention linéaire (IRL) calculée à l'aide d'une série d'homologues de n-alcanes 

saturés C7 et C40 (1000 g/mL, 49452-U) fournis par Merck KGaA (Darmstadt, 

Allemagne) avec une fenêtre de filtrage de ±10 unités IRL. Une identification plus 

poussée a été réalisée sur la base des spectres de masse rapportés par des 

spécialistes [182]. Pour caractériser et identifier la composition chimique, les 

bases de données suivantes ont été utilisées : W11N17 (DB1) (Wiley11-Nist17, 

Wiley, Hoboken, NJ, USA ; et FFNSC 3.0 (DB2) (Shimadzu, Kyoto, Japon).  

 

L'analyse CG/DIF a également été réalisée dans les mêmes conditions et la 

quantification de la composition chimique a été déterminée comme étant le 

pourcentage de surface des pics sans aucune correction. 

 

1.5.  Évaluation de l’activité antimicrobienne de l’huile essentielle et de la fraction 

volatile de margine 

1.5.1. Microdilutions 

La méthode de microdilution en bouillon a été utilisée pour évaluer 

quantitativement l'activité antimicrobienne en déterminant les concentrations 

minimales inhibitrices (CMI) de l’HE et la FV, qui représentent la plus faible 

concentration de l'agent antimicrobien capable d'empêcher la croissance des 

souches pathogènes testées. 
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1.5.2. Microorganismes testés 

Douze souches, dont dix bactéries et deux levures, ont été utilisées et conservées 

par repiquage sur des géloses nutritives favorables à leur croissance. Ces 

souches ont été fournies par l'Institut Pasteur d'Alger (Algérie). Elles sont données 

dans le tableau 2.1. 

 

Tableau 2.1 : Souches microbiennes utilisées 

Souches Gram Références (ATCC) 

Bacillus subtilis (B. subtilis) + ATCC  6633 

Bacillus cereus (B. cereus) + ATCC 14975 

Staphylococcus aureus (S. aureus) + ATCC 44300 

Micrococcus luteus (M. luteus) + ATCC 14110 

Listeria monocytogenes (L. monocytogenes) + ATCC 13932 

Enterococcus faecium (E. faecium) + ATCC 51559 

Enterobacter  cloacae (E. cloacae) - ATCC 13047 

Agrobacterium tumefaciens (A. tumefaciens) - ATCC 23308 

Escherichia coli (E. coli) - ATCC 25922 

Pseudomonas aeruginosa (P. aeruginosa) - ATCC 9027 

Candida albicans (C. albicans) 
Levures 

ATCC 10231 

Saccharomyces cerevisiae (S. cerevisiae) ATCC 9763 

 

1.5.3. Repiquage des souches  

Les souches microbiennes ont été injectées dans des boîtes de Pétri de 90 mm 

remplies de milieu solide de Mueller-Hinton à l'aide d'un écouvillon stérile. De 

nombreuses bactéries peuvent se développer dans ce milieu qui ne contient pas 

d'antibiotiques inhibiteurs. Les boîtes ont été incubées pendant 24 h et 48h pour 

les bactéries et levures, respectivement, à 37 °C. Le processus s'est déroulé dans 

un environnement aseptique. 

 

1.5.4. Préparation et composition des milieux de culture 

Selon leur nature, les bactéries peuvent se développer dans des environnements 

variés. Il n'existe donc pas de conditions de culture universelles qui favorisent la 
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croissance de tous les micro-organismes. La CMI a été déterminée conformément 

aux lignes directrices de l’institut des standards cliniques et de laboratoire (CLSI) 

par la méthode de microdilution [183]. Le milieu de culture utilisé pour les 

bactéries est le Lauria Bertani liquide (LB), constitué de 10 g de peptone, 5 g 

d'extrait de levure et 10 g de NaCl. Le liquide International Streptomyces Project 

(ISP2), obtenu par mélange de : 4 g de glucose, 10 g d'extrait de malt et 4 g 

d'extrait de levure, est utilisé comme milieu de croissance pour les levures. Un litre 

d'eau distillée a été utilisé pour dissoudre le mélange. Le milieu de culture a été 

stérilisé dans un autoclave à 120 °C pendant 20 minutes. 

 

1.5.5. Préparation de l’inoculum 

Les inoculums ont été préparés en transférant 2 à 3 colonies identiques et bien 

isolées d'une culture microbienne dans des flacons contenant le bouillon nutritif 

stérile. Les suspensions microbiennes ont été ajustées à l'aide du 

spectrophotomètre UV-visible, à des densités optiques (DOs) qui varient de 0,08 à 

0,12, après incubation au bain-marie pendant 24 h et 48 h pour les bactéries et les 

levures, respectivement, à 37°C.  

 

1.5.6. Préparation des différentes concentrations de l’huile essentielle et de la 

fraction volatile de margine 

Les valeurs de la CMI des deux huiles ont été effectuées par microdilution sur des 

microplaques ELISA. La microplaque est divisée en 96 puits pouvant être 

schématisée sous forme de tableau de 8 lignes (A à H) et 12 colonnes (1 à 12), 

les quadrillages représentent les puits. Ces plaques ont été préparées en ajoutant 

100 μL d'HE et de FV dans le premier puits. Ensuite, 50 μL de bouillon nutritif ont 

été ajoutés à chaque puits, du deuxième au douzième puits. Une série de doubles 

dilutions a été réalisée dans une gamme de concentration allant de 0,0488 à 50 

mg/mL en transférant successivement 50 μL du premier au onzième puits. Le 

dernier puits contenant 50 μL de bouillon nutritif sans HE ni FV a été utilisé 

comme contrôle négatif, puis 50 μL des suspensions ont été ajoutés aux puits de 

chaque bande, ce qui a conduit à un volume final de 100 μL.  
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Les plaques ont été incubées à 37 °C pendant 18 à 24 heures pour les bactéries 

et 36 à 48 heures pour le test antifongique. La kanamycine et le chloramphénicol 

ont été utilisés comme références avec une concentration n’excédant pas 10 

mg/mL. Tous les tests ont été réalisés dans des conditions stériles. 

 

1.6. Étude de l’activité antioxydante de l’huile essentielle et de la fraction volatile 

de margine 

1.6.1. Piégeage du radical DPPH•  

La capacité de l’extrait à servir d'antioxydant a été évaluée à l'aide du test DPPH, 

qui implique une réaction d'oxydoréduction avec le radical DPPH•. En raison de 

l'électron non apparié de l'azote, le radical est de couleur violette. Cependant, 

lorsqu'il réagit avec un atome d'oxygène provenant d'un piégeur de radicaux, la 

réduction du DPPH-H (2,2-diphényl-1-picrylhydrazine) est produite, ce qui donne 

une couleur jaune (Figure 2.3) [184]. La capacité antioxydante d'une substance ou 

d'un extrait peut être déterminée en mesurant le changement de couleur par 

spectrophotométrie à 517 nm [185, 186]. 

 

 

Figure 2.3 : Principe de l’activité antioxydante du DPPH• [184] 

 

1.6.2. Peéao te  xeoesu Rtcs  

La capacité antiradicalaire de l’HE et la FV de margine a été déterminée par la 

méthode de DPPH développée par M.S. Blois [187]. La procédure est décrite 

comme suit : Un volume de 0,4 mL de la solution méthanolique de l'HE et de la FV 
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à différentes concentrations (de 7,81 à 4000 μg/mL) et de l’acide ascorbique 

comme étalon, à différentes concentrations (2-40 μg/mL) ont été mélangés à 1,6 

mL de solution méthanolique de DPPH (0,004 %). La réaction se déroule pendant 

30 min dans l’obscurité. Le mélange a été incubé à 37 °C. Les résultats sont 

souvent rapportés à des antioxydants de référence, car il n'existe pas de mesure 

absolue de la capacité antioxydante d'un composé. Par conséquent, un test de 

piégeage des radicaux libres DPPH sur l’acide ascorbique a également été 

réalisé. 

 

En parallèle, une solution exempte d’un antioxydant dite solution témoin, 

constituée de 0,4 mL du méthanol et 1,6 mL de la solution DPPH a été préparée 

dans les mêmes conditions opératoires. Le test antioxydant a été réalisé en 

“triplicata“ et la lecture des résultats a été effectuée à 517 nm avec un 

spectrophotomètre UV-visible. L’activité antioxydante est définie par le 

pourcentage d’inhibition PI %, où l’absorbance du mélange réactionnel qui 

contient le radical libre et l’échantillon de l’antioxydant est reliée à l’absorbance du 

mélange sans aucun antioxydant avec l’équation (1) suivante : 

 

PI % 
Abs contr le Abséchantillon

Abscontr le
 100                                                         

 

 

Abs échantillon : Absorbance à 517 nm du mélange réactionnel (échantillon + 

DPPH).  

Abs contrôle : Absorbance à 517 nm du mélange sans échantillon (méthanol + 

DPPH). 

 

1.7.  Evaluation in vitro de l’activité photoprotectrice des deux huiles  

1.7.1. Evaluation du facteur de protection solaire des deux huiles  

L'activité FPS a été évaluée selon la technique de Mansur et al. [188] . Une 

concentration de 2 mg/mL a été obtenue en diluant l’HE et la FV dans du 

méthanol. Le blanc de l’analyse a été réalisé avec du méthanol. Les expériences 

ont été effectuées avec un spectrophotomètre UV/VIS en mode balayage à des 

longueurs d'onde allant de 290 à 320 nm, avec des intervalles de 5 nm. Les 
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mesures ont été effectuées avec une cellule de quartz de 1 cm. Comme rapporté 

dans la littérature [188], L’équation (2) mathématique suivante a été utilisée dans 

le calcul du FPS: 

 

                                                                            

   

   

  

 

Où :  

EE (λ) : Spectre d’effet érythémal (erythemal effect spectrum) ;  

I (λ) : Spectre d'intensité solaire (solar intensity spectrum) ;  

A (λ) : Absorbance des échantillons (absorbance of sunscreen product) ;  

CF : Facteur de correction (correction factor : 10).  

 

Le produit EE (λ)   I (λ) est une constante qui varie en fonction de la longueur 

d’onde et donnée par le tableau 2.2. 

 

Tableau 2.2 : Fonction normale de produit utilisée dans le calcul du FPS [189] 

Longueur d’onde λ (nm) 
EE (λ) х I (λ) 

(Normes) 

290 0,0150 

295 0,0817 

300 0,2874 

305 0,3278 

310 0,1864 

315 0,0837 

320 0,0180 

Total 1 
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2. Résultats et discussions 

2.1. Étude physicochimique de margine 

2.1.1. Mesure du pH et conductivité électrique   

Le pH des margines analysées est acide et égal à 4,7, cette valeur est située dans 

l’intervalle cité dans le chapitre 1, cette valeur du pH est la conséquence de la 

présence d’acides organiques [190]. 

 

La salinité des margines, exprimé en conductivité électrique, est moyenne en 

comparaison à celles trouvées dans la littérature dont nous avons relevé une 

valeur de 12,99 ms.cm-1 [33].  

 

2.1.2. Matière sèche (MS) et taux d’humidité (TH) 

Le taux de la matière sèche de la margine étudiée est de l’ordre de 6,9 %. Il 

correspond à l’ensemble de la matière organique et de la matière minérale. Cette 

valeur appartient à l’intervalle [1,4-17 %] comme rapporté dans la littérature [33]. 

Le rejet liquide analysé présente un TH de 93,10 %. Cette valeur se situe dans 

l’intervalle de valeurs (83-94 %) [191]. 

 

2.2. Étude chimique de l’huile essentielle et la fraction volatile de margine 

2.2.1. Rendements et caractéristiques organoleptiques de la fraction volatile et 

l’huile essentielle de margine 

Le rendement moyen de la FV de plusieurs manipulations est de 6,6 %. Le 

rendement moyen de l’HE est de 0,09 %. Il est nettement inférieur en 

comparaison à celui de la FV. Cette différence de rendement peut être fortement 

liée à la différence de composition chimique des deux huiles de margine, au 

procédé d’entrainement et aussi le temps d’extraction. Le contact de la vapeur 

avec l’extrait de margine pourrait entrainer plus de produit que celui du contact 

directe entre la vapeur et la margine brute. 

  

Les propriétés organoleptiques de FV et d’HE estimées par nous-mêmes, sont 

regroupées dans le tableau 2.3.  
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Tableau 2.3 : Propriétés organoleptiques de la fraction volatile et l’huile 

essentielle de margine 

 
Caractères organoleptiques 

Couleur Aspect Odeur 

Huile essentielle Jaune-orange Liquide visqueu 
Forte odeur-

piquante 

Fraction volatile Jaunâtre-orange Huileu 
Forte odeur-

piquante 

 

La FV et l’HE de margine sont caractérisées par une odeur piquante et 

caractéristique de l’huile d’olive. 

 

2.2.2. Analyse de l’huile essentielle et de la fraction volatile de margine par 

Spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier- Réflectance Totale Atténuée 

(ATR- IRTF) 

L'analyse du spectre infrarouge de l'HE et de la FV de margine (Figure 2.4) révèle 

la présence de fortes bandes d'absorption à 1463 cm-1, 2923 cm-1, 2853 cm-1 

correspondant très probablement à des groupes méthynes, méthylènes et 

méthyles, respectivement. Le spectre IRTF montre également une forte bande 

d'absorption entre 1600 et 1800 cm-1 centrée autour de 1700 cm-1. Cette bande 

pourrait regrouper les mouvements d'élongation du groupe C=C à 1500 cm-1, 

indiquant la présence de composés aromatiques et ceux du groupe carbonyle 

C=O à 1720-1740 cm-1, en relation avec la présence de composés portant une 

fonction carbonyle. La présence de composés aromatiques est associée à la 

présence de composés phénoliques. Cette hypothèse est confirmée de la manière 

la plus plausible par la présence de groupes OH de composés phénoliques, mais 

aussi d'alcools, à 3358 cm-1 [192]. La corrélation entre les spectres FV et HE a été 

estimée à 71,69 %. 
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Figure 2.4 : Spectres ATR-IRTF de la FV (Bleu) et l’HE (rouge) extraite de 

margine 

 

2.2.3. Analyse de l’huile essentielle et de la fraction volatile de margine par 

CG/SM et CG/DIF 

Comme décrit ci-dessus, la CG/SM a permis d'identifier les différents composés 

en se basant sur la base de données SM et l'analyse CG/DIF avait un double 

objectif, à savoir le calcul des indices de rétention et la détermination de la teneur 

en pourcentage des différents composés.  

 

Le  tableau  2.4 regroupe  la  composition  chimique  de l’HE et  de  la  FV  de 

margine,  les  banques  de données utilisées dans l’identification, les indices de 

rétention calculés et ceux fournis par la  littérature  ainsi que  les pourcentages 

des différents  composés déterminés par CG/DIF. 

 

Il est important de noter que les profils chromatographiques de l’HE et la FV sont 

relativement différents (Appendice A 1). 
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Tableau 2.4 : Composition chimique de l’HE et la FV de margine 

N° Composés Database  IRLlit IRLcal 
FV 
(%) 

HE 
(%) 

1 2,2'-oxybis-éthanol 
DB1, 
DB2 

967 962 0,5 t 

2 Acide caproïque 
DB1, 
DB2 

984 980 0,23 0,3 

3 Phénol 
DB1, 
DB2 

986 982 0,4 0,5 

4 Alcool benzylique 
DB1, 
DB2 

1032 1033 2 4,9 

5 cis-furane Oxyde de linalool 
DB1, 
DB2 

1070 1072 - 0,12 

6 p- Crésol 
DB1, 
DB2 

1077 1077 0,32 - 

7 o. Gaïacol 
DB1, 
DB2 

1088 1088 0,11 0,5 

8 Nonanal 
DB1, 
DB2 

1104 1104 0,17 - 

9 Benzèneéthanol 
DB1, 
DB2 

1116 1112 3,61 7 

10 Acide cyclohexanecarboxylique 
DB1, 
DB2 

1127 1120 - 0,12 

11 Cis-Oxyde de limonène 
DB1, 
DB2 

1134 1134 - t 

12 Camphre 
DB1, 
DB2 

1143 1141 t - 

13 4-Ethylphénol 
DB1, 
DB2 

1170 1170 11,7 28,5 

14 cis-pyran Oxyde de linalool 
DB1, 
DB2 

1173 1174 - 0,41 

15 Acide caprylique 
DB1, 
DB2 

1178 1175 0,8 - 

16 Isomenthol 
DB1, 
DB2 

1182 1182 0,65 - 

17 Catéchol 
DB1, 
DB2 

1197 1205 1,1 0,2 

18 4-Vinylphénol 
DB1, 
DB2 

1226 1221 0,3 0,7 

19 cis-p-Propénylanisole 
DB1, 
DB2 

1269 1265 - 0,3 

20 Acide pélargique 
DB1, 
DB2 

1272 1272 0,8 t 

21 4-Ethylguaiacol 
DB1, 
DB2 

1282 1279 1,31 3,8 

22 
Acide cinnamique, ester 

méthylique 
DB1, 
DB2 

1350 1352 0,20 1,4 

23 Acide nérique 
DB1, 
DB2 

1347 1358 - 0,2 
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24 Acide o-toluique, ester méthylique 
DB1, 
DB2 

1362 1365 0,2 0,4 

25 Eugénol 
DB1, 
DB2 

1361 1368 - 11 

26 Acide caprique 
DB1, 
DB2 

1380 1370 - 0,17 

27 4-Éthylcatéchol 
DB1, 
DB2 

1392 1388 2,11 0,8 

28 Tyrosol 
DB1, 
DB2 

1427 1427 2 0,36 

29 Acide pélargonique 
DB1, 
DB2 

1483 1480 0,26 0,12 

30 α-Farnesène 
DB1, 
DB2 

1508 1509 - t 

31 2,4-di-tert-Butylphénol 
DB1, 
DB2 

1519 1514 0,15 - 

32 5-tert-Butylpyrogallol 
DB1, 
DB2 

1526 1527 0,2 0,7 

33 Tyrosol, acétate 
DB1, 
DB2 

1567 1566 0,20 - 

34 Acide myristique 
DB1, 
DB2 

1768 1761 0,1 0,16 

35 
Acide palmitoléique, ester 

méthylique 
DB1, 
DB2 

1890 1905 - 0,2 

36 Acide palmitique, ester méthylique 
DB1, 
DB2 

1926 1927 0,14 1,5 

37 Acide palmitoléique 
DB1, 
DB2 

1944 1943 0,55 1,7 

38 Acide palmitique 
DB1, 
DB2 

1969 1967 3,3 2,1 

39 Palmitoléate d'éthyle (E)-9 
DB1, 
DB2 

1978 1974 1,04 1,1 

40 Acide palmitique, ester éthylique 
DB1, 
DB2 

1992 1995 4,4 7,4 

41 
Acide cis-linoléique, ester 

méthylique 
DB1, 
DB2 

2096 2095 0,7 0,7 

42 Acide élaïdique, ester méthylique 
DB1, 
DB2 

2110 2101 2,01 2 

43 Acide oléique 
DB1, 
DB2 

2146 2145 24,9 6 

44 Acide linoléique, ester éthylique 
DB1, 
DB2 

2164 2164 5,7 3 

45 Acide élaïdique, ester éthylique 
DB1, 
DB2 

2174 2170 16,42 11 

46 Acide stéarique, ester éthylique 
DB1, 
DB2 

2199 2195 0,3 0,2 

47 Palmitate d'isopentyle 
DB1, 

DB2 
2246 2246 0,21 - 
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48 Acétylcitrate de tributyle 
DB1, 
DB2 

2254 2269 0,4 - 

49 Tétracosne 
DB1, 
DB2 

2400 2400 0,2 - 

50 Propionate de 2-octyldodécyle 
DB1, 
DB2 

2411 2411 0,17 - 

51 Acide oléique, ester pentylique 
DB1, 
DB2 

2421 2421 0,31 - 

LRIlit : Indice de Rétention Linéaire rapporté dans la littérature, LRIcal : Indice de 

Rétention Linéaire calculés, t : trace ≤ 0.1 %, (-) : Composé inexistant. 

 

Ces analyses ont permis d’identifier quarante et trente-neuf composés 

représentant 90,17 % et 99,26 % des compositions totales dans l'HE et la FV, 

respectivement (Tableau 2.4). L'examen de la composition chimique de l'HE et du 

FV révèle la présence de trois classes chimiques distinctes et d'un groupe formé 

d'un mélange de composés diversement fonctionnalisés.  

 

Le tableau 2.5 énumère les noms des classes chimiques et les numéros dans 

l'ordre d'apparition des composés correspondants dans le tableau 2.4. 

 

Tableau 2.5 : Répartition des composés par classe chimique 

Classes chimiques Numéros des composés  

Teneurs (%) 

FV HE 

Phénols 
3, 4, 6, 7, 9, 13, 17, 18, 19, 21, 

22, 25, 27, 28, 31, 32, 33. 
25,71 60,66 

Acides gras 

2, 15, 20, 23, 24 26, 29, 34, 35, 

36, 37, 38, 39, 40, 41, 42, 43, 

44, 45, 46, 47, 51. 

62,37 38,25 

Terpènes 5, 11, 12 , 14, 16, 30 0,65 0,53 

Alcanes, aldéhydes et composés 

oxygénés apparentés (alcools, 

carbonyles et esters) 

1, 8, 10, 48, 49, 50 1,44 0,12 

 

Pour mieux apprécier la présence des différentes classes chimiques dans la 

composition chimique des deux huiles de margine, nous avons représenté les 
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données du tableau 2.5 sous forme d'histogramme (Figure 2.5), en tenant compte 

de la teneur de chaque classe. 

 

Figure 2.5 : Teneur des différentes classes chimiques dans l’HE et la FV de 

margine 

 

La composition chimique de la FV et de l'HE peut être divisée en quatre classes 

chimiques (Tableau 2.5, Figure 2.5) : Terpènes (FV- 0,65 % ; HE- 0,53 %), 

composés phénoliques (FV- 25,71 % ; HE- 60,66 %), acides gras (FV- 62,37 % ; 

HE- 38,25 %) et autres (composés diversement fonctionnalisés) (FV- 1,44 % ; HE- 

0,12 %). Des recherches antérieures avaient déjà signalé la présence d'acides 

gras [193], de phénols [194] et de terpènes [195, 196] dans la composition 

chimique principale de l'huile d'olive et de margine. Un examen plus approfondi de 

la composition chimique (Tableau 2.4) révèle la présence d'acide oléique et de 

son isomère, l'acide élaïdique (identifié comme un ester éthylique), de tyrosol et 

de son dérivé, l'acétate de tyrosol (considéré comme un sécoiridoïde), ces deux 

composés ayant déjà été signalés dans l'huile d'olive vierge [197]. 

 

La somme des pourcentages de composés phénoliques et d'acides gras dans l'HE 

et la FV est respectivement de 88,08 % et 98,61 %. On constate donc que la 

quasi-totalité de la composition chimique des deux huiles est constituée de 

composés phénoliques et/ou d'acides gras. Comme mentionné ci-dessus et selon 

la figure 2.5, les composés phénoliques et les acides gras sont les classes 
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chimiques prédominantes dans l'HE et la FV, respectivement. Les résultats 

révèlent également que la principale classe chimique de l'HE est constituée de 

composés phénoliques (60,66 %), dont le 4-éthylphénol (28,5 %) est le composé 

majoritaire. 

 

Ce résultat est assez surprenant étant donné que les deux huiles, obtenues à 

partir de margine, devraient, selon toute vraisemblance, avoir une composition 

chimique relativement similaire, notamment en ce qui concerne la nature chimique 

de la classe principale. Il semble donc que l'hypothèse de l'intervention d'un 

processus de dégradation soit plus que probable. Ainsi, comme l'HE a été 

directement préparé à partir de la margine alors que le FV a été obtenu après 

deux étapes comprenant la préparation de l'extrait puis son hydrodistillation, il est 

plausible que les phénols, très sensibles à la chaleur, au sein du FV aient subi des 

réactions de dégradation en acides gras. Il est possible que le processus de 

dégradation ait suivi le même mécanisme chimique que la bioconversion des 

phénols en acides gras. Ces résultats sont très probablement liés à un processus 

de bioconversion/dégradation des phénols en acides gras et vice versa. Ainsi, la 

coexistence simultanée des quatre classes principales dans la composition 

chimique du FV et de l'HE pourrait très être liée à des considérations 

biosynthétiques, comme l'illustre la figure 2.6 qui décrit les voies de biosynthèse 

des différentes classes chimiques et certaines voies plausibles suggérées sur la 

base de la composition chimique de la FV et de l'HE [198]. 
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Figure 2.6 : Interconnexion des voies de biosynthèse des différentes classes chimiques présentes dans l'HE et la FV.
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Comme le montre la figure 2.6, l'acide shikimique est le précurseur biosynthétique 

de la majorité des composés phénoliques, tandis que l'acétyl-coenzyme A est le 

précurseur des acides gras, qui est également le précurseur des terpènes par 

l'intermédiaire de l'acide mévalonique et des composés phénoliques par 

l'intermédiaire du malonyl-coenzyme A. Il est tout à fait admissible que les 

contenus des quatre classes chimiques soient très probablement interdépendants. 

  

Les substances volatiles principales des huiles d’olive possédant 5 et 6 atomes de 

carbone ; plus particulièrement, les aldéhydes et les alcools en C6, représentant la 

majeure partie de la fraction volatile de ces huiles. Au sein du fruit, à partir d’acide 

gras poly insaturés, ces composés sont formés principalement par une voie 

enzymatique appelée « voie de lipoxygénase » (LOX). Cette voie se produit lors 

du processus d’extraction de l’huile d’olives et notamment lors de la première 

étape de fabrication qui consiste à broyer et malaxer les olives jusqu’à l’obtention 

d’une pâte. Les aldéhydes et les alcools ainsi formés jouent un rôle important 

dans la flaveur de l’huile d’olive et donc sur sa qualité [199-201]. Les enzymes 

responsables de la biosynthèse ont des activités qui dépendent de plusieurs 

facteurs à savoir, le stade de maturation, le climat et la variété des olives [202]. 

  

La faible teneur en terpènes dans la FV et l'HE est probablement liée soit à leur 

perte au cours du processus de préparation de l'extrait de margine par extraction 

liquide, soit à leur dégradation sous l'effet de la chaleur, bien que cette dernière 

hypothèse reste moins probable. Dans la présente étude, nous avons noté la 

présence de l'oxyde de cis-limonène, de l'oxyde des cis-pyran-linalool et cis-furan-

linalool, de l'isomenthol et du camphre en tant que monoterpènes et du farnésène 

en tant que sesquiterpène. Les réactions de biotransformation proposées de ces 

terpènes sont illustrées dans la figure 2.7. 
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Figure 2.7 : Voies de bioconversion du limonène et du linalool à l'aide 

d'Aspergillus niger et vois plausibles proposées (VP) menant au camphre et à 

l'isomenthol. 

 

Ainsi, il convient de noter la présence de linalool et de limonène dans la FV de 

l'huile d'olive [203, 204], alors que, dans la présente étude, ils sont décrits dans 

l'HE sous forme d'oxyde de limonène et d'oxyde de linalool dans la forme 

furanique et pyranique. Cette constatation est très probablement liée à leur 
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transformation chimique sous l'effet de la vapeur ou à leur bioconversion par des 

micro-organismes spécifiques présents dans la margine. Dans ce contexte, la 

biotransformation du linalool en oxyde de limonène, ainsi qu'en oxyde de linalool 

sous les deux formes furanique et pyranique a été rapportée [205] en utilisant 

différentes espèces de la souche Aspergillus niger, un champignon trouvé et isolé 

dans les margines [206]. Dans le même ordre, des voies de bioconversion 

plausibles (VP) sont proposées pour obtenir du camphre et de l'isomenthol à partir 

du limonène. La biosynthèse du néomenthol (isomère de l'isomenthol) à partir du 

limonène dans les huiles essentielles de Mentha arvensis L. a également été 

décrite [207].  

 

De plus, la présence de farnésène, même à l'état de traces, dans l'HE et non dans 

la FV, est liée au temps d'hydrodistillation relativement long (3H) qui favorise son 

entraînement puisqu'il s'agit d'un composé de poids moléculaire élevé et de faible 

pression de vapeur. La présence de farnésène et de limonène dans l'huile d'olive 

traitée par hydrodistillation et microextraction en phase solide (MEPS) a été 

prouvée précédemment [196].  Il convient de souligner que les monoterpènes, les 

sesquiterpènes et les benzénoïdes ont été décrits comme étant plus abondants 

dans la fraction volatile de l'huile d'olive vierge obtenue par hydrodistillation que 

par MEPS [208] et vice versa pour l'abondance de leurs acides gras. 

 

2.3. Détermination des activités biologiques de la fraction volatile et l’huile 

essentielle 

2.3.1. Détermination de l’activité antimicrobienne de la fraction volatile et de l’huile 

essentielle 

2.3.1.1. Détermination de la concentration minimale inhibitrice 

Dans notre étude, la  FV  et  l’HE  de margine ont  été  testées  de  manière  

quantitative  vis-à-vis  de  douze  souches microbiennes  à  travers  la  

détermination  de  la CMI,  il  a  été  procédé  ensuite  à  la  comparaison  des 

valeurs  obtenues  par  rapports  à  des  standards  antibiotiques  qui  sont le 

chloramphénicol et la kanamycine. Les valeurs de la CMI obtenues sont données 

dans le tableau 2.6. 
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Tableau 2.6 : Valeurs des concentrations minimales inhibitrices de l’HE et la FV 

Microorganismes Gram 
CMI (µg/mL) 

HE FV Kanamycine Chloramphénicol 

B. subtilis + 3125,0 3125,0 62,50 3,90 

B. cereus + 1562,5 1562,5 7,81 1,95 

S. aureus + 781,25 781,25 15,62 15,62 

M. luteus + 1562,5 781,25 15,62 7,81 

L.monocytogenes + 1562,5 1562,5 15,62 7,81 

E.  feacium + 1562,5 781,25 62,50 3,90 

E.  cloacae - 781,25 1562,5 7,81 3,90 

A.  tumefaciens - 1562,5 781,25 1,95 15,62 

E.  coli - 390,625 195,30 _ 3,90 

P.  aeruginosa - 1562,5 1562,5 1,95 3,90 

C.  albicans 
Levures 

1562,5 781,25 3,90 3,90 

S. cerevisiae 781,25 390,625 _ 3,90 

 

D'après le tableau 2.6, la FV présente une forte activité antimicrobienne par 

rapport à l'HE. Ainsi, l'HE et la FV ont inhibé la croissance de tous les micro-

organismes testés à différentes concentrations. Les valeurs des CMI étaient 

comprises entre (195,30-1562,5 µg/mL) et (390,62-3125 µg/mL) pour le FV et 

l’HE, respectivement.   

 

Sur la base des données ci-dessus, il est évident que la FV a montré un effet 

inhibiteur plus fort vis-à-vis des souches : M. luteus, E. coli, A. tumefaciens, E. 

feacium, C. albicans et S. cerevisiae.   En outre, les deux huiles ont montré la 

même activité contre B. subtilis, B. cereus, S. aureus, L. monocytogenes et P. 

aeruginosa. Cependant, l'HE n'a devancé la FV qu'une seule fois contre E. 

cloacae. La kanamycine et le chloramphénicol ont montré les valeurs de CMI les 

plus basses, c'est-à-dire un effet inhibiteur très fort contre tous les micro-

organismes testés en comparaison avec la FV et l'HE. Il faut noter que B. subtilis, 

B. cereus, L. monocytogenes et P. aeruginosa étaient les micro-organismes les 

plus résistants. Inversement, E. coli et S. cerevisiae étaient les plus sensibles. 
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La forte activité antibactérienne de la FV pourrait être liée à sa composition 

chimique particulièrement riche en acides gras, notamment insaturés. Ces 

derniers sont également réputés pour leur activité biologique élevée et sont 

impliqués dans divers processus de biosynthèse. À cet égard, les acides gras 

insaturés à longue chaîne sont dotés d'une activité antibactérienne [209]. En 

outre, il a été rapporté que les acides gras inhibent la croissance bactérienne en 

perturbant les membranes bactériennes ou en inhibant la synthèse des acides 

gras [210].  D'après l'analyse CG-SM de la FV, la fraction d'acides gras se 

compose d'acide oléique et de son isomère l'acide élaïdique, d'acide linoléique, de 

leur ester éthylique et de l'ester éthylique de l'acide stéarique, qui sont connus 

pour leur activité antibactérienne contre plusieurs micro-organismes tels que E. 

coli, P. aeruginosa, B. subtilis et S. aureus, entre autres [211]. 

 

En outre, une synergie entre ces acides gras pourrait se produire et renforcer 

l'activité antimicrobienne de la FV. À cet égard, il a été constaté que les acides 

oléique et linoléique ont un effet antimicrobien synergique lorsqu'ils sont mélangés 

[212]. En outre, la présence de tyrosol dans la composition de la FV (2 %) en plus 

grande quantité que dans l'HE (0,3 %) et l'acétate de tyrosol (0,2 %) qui n'a été 

trouvé que dans la FV pourrait également être une raison de son activité élevée. 

Dans ce scénario, il a été signalé que ces deux composants sont dotés de bonnes 

activités antimicrobiennes [213]. 

 

2.3.2. Détermination de l’activité antioxydante de l’huile essentielle et de la 

fraction volatile de margine 

2.3.2.1. Détermination de la concentration inhibitrice 

La capacité de piégeage des radicaux libres DPPH par l'HE, la FV et l’acide 

ascorbique a été obtenue graphiquement en traçant les pourcentages d’inhibition 

(PI %) des radicaux en fonction des concentrations des échantillons (Figure 2.8). 

L'activité antioxydante des deux huiles et du standard a été exprimée en termes 

de concentration inhibitrice CI50 (µg/mL) dans le tableau 2.7 et 2.8, 

respectivement. Ce paramètre est défini comme étant la concentration 

d’antioxydant qui provoque l’inhibition de 50 % du radical DPPH• [214]. Notons 
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que la capacité antioxydante d’une substance est d’autant plus élevée que sa CI50 

est petite. 

 

Tableau 2.7 : Activité antioxydante de l’HE et la FV de margine 

C (µg/mL) 
PI (%) CI50 

(µg/mL) 62.5 125 250 500 1000 2000 4000 

FV 20,60 41,70 60,90 70,81 72,36 72,91 73,90 244 

HE 38,40 44,60 64,40 69,20 74,50 78,93 79,80 218 

 

Tableau 2.8 : Activité antioxydante de l’acide ascorbique 

C (µg/mL) 
PI (%) CI50 

(µg/mL) 2 5 10 15 20 25 30 

Acide 

ascorbique 
23,66 47,32 71,5 92,4 92,75 92,92 93,09 5,55 

 

Les résultats des tableaux 2.7 et 2.8 ont révélé que l'activité antioxydante de l'HE 

et la FV était significativement inférieure à celle de l’acide ascorbique et les 

standards BHA, BHT et α-tocophérol déjà étudiées dans les mêmes conditions, 

qui présentent de forte activité antioxydante avec des CI50 de 5,5, 6,14, 12,99 et 

13,02, respectivement [215]. La CI50 enregistrée pour l'HE est relativement 

meilleure que pour la FV.  

 

  

Figure 2.8 : Variation du taux de piégeage du DPPH• par l’HE, la FV et l’acide 

ascorbique en fonction des différentes concentrations 
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Il a été signalé précédemment que les alcools aromatiques alkylés de la margine 

présentent des propriétés antioxydantes significatives et que le meilleur résultat 

est associé à la présence de composés phénoliques [10, 213]. Ce résultat est 

principalement dû à la forte teneur en composés phénoliques des extraits de 

margines, qui représentent la principale classe chimique. Dans notre étude, la 

différence d'activité antioxydante est très probablement liée à la présence de 

gaïacol, de phénol et de 5-tertbutylpyrogallol qui ne sont présents que dans l'HE. 

En outre, l'alcool benzylique (4,9 %), l'éthanol benzylique (7 %) et le 4-éthylphénol 

(28,5 %) sont comparativement beaucoup plus présents dans l'HE que dans la FV. 

La présence de groupes hydroxyles, qui fonctionnent comme de bons donneurs 

d'hydrogène et génèrent des ions phénolates en tant qu'intermédiaires, a été liée 

aux propriétés antioxydantes des composés phénoliques, selon un certain nombre 

d'études antérieures. Le phénomène de résonance stabilise ces intermédiaires 

lorsque les électrons non appariés des positions méta du cycle aromatique sont 

délocalisés. En d'autres termes, la stabilité des radicaux phénoxyles produits 

après déshydrogénation et la capacité des composés phénoliques à donner de 

l'hydrogène déterminent leur action antioxydante. 

 

2.3.3. Détermination de l’activité photoprotectrice de l’huile essentielle et de la 

fraction volatile 

2.3.3.1.  Détermination du facteur de protection solaire  

Des mesures in vitro de l'activité photoprotectrice de l’HE et de la FV de margine 

ont été effectuées par la mesure du FPS, considéré comme l'un des indicateurs 

les plus couramment utilisés pour classer les niveaux de protection solaire des 

produits contre les coups de soleil qui sont principalement causés par les rayons 

UV-B dangereux. Il a été signalé que, les valeurs FPS de 2-12, 12-30 30-50 et ≥ 

50 sont considérées comme ayant respectivement une activité de protection 

solaire minimale, modérée, élevée et maximale [216]. La détermination des 

valeurs du FPS pour les deux huiles a été effectuée à l’aide de l'équation (2), par 

la méthode spectrophotométrique à une concentration de 2 mg/mL. Les valeurs de 

l’absorbance en fonction de longueurs d’onde sont extraites de leurs spectres UV 

(Figure 2.9) et sont mentionnées ainsi que celles du FPS dans le tableau 2.9.   
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Tableau 2.9 : Valeurs des absorbances [290-320 nm] et FPS de l’HE et la FV  

λ (nm) Abs (FV) Abs (HE) 

290 1,96 2,376 

295 1,252 1,83 

300 0,947 1,41 

305 0,766 1,168 

310 0,641 0,969 

315 0,538 0,784 

320 0,47 0,659 

FPS 8,28 12,32 

 
 
Le critère de référence pour évaluer la capacité d'un écran solaire à protéger les 

utilisateurs des rayons UV nocifs du soleil est la mesure quantitative du FPS, qui 

est le meilleur moyen d'évaluer l'efficacité d'un écran solaire. Bien que plusieurs 

écrans solaires synthétiques soient disponibles, leur capacité limitée à interférer 

avec des voies cancérigènes spécifiques et leur toxicité probable pour l'homme 

limitent leur utilisation dans les cosmétiques [217]. L'activité photoprotectrice de 

l'HE est modéré par contre de la FV de margine est minimale, ce qui est 

probablement lié à sa richesse en produits phénoliques. 

 

 

Figure 2.9 : Spectres UV de l’HE et la FV de margine à 2 mg/mL 

 

Plusieurs études indiquent qu'en raison de la présence de grandes quantités de 

composés phénoliques, une augmentation de la valeur FPS se produira car ils 

présentent d'excellentes propriétés antioxydantes et photoprotectrices [218, 219]. 

Ces substances ont la capacité de prévenir les dommages à l'ADN en 

fonctionnant comme une cascade de signalisation sensible à l'oxydoréduction. Ils 
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peuvent contribuer à atténuer la peroxydation des lipides induite par les UV et la 

production de radicaux libres d'oxygène, deux processus liés à des conditions 

médicales telles que le photovieillissement et le cancer de la peau. En outre, la 

protection contre les rayons UV nécessite une activité antioxydante importante 

[220, 221]. 
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CHAPITRE 3 

EXTRACTION, FRACTIONNEMENT ET POTENTIALITES 

PHOTOPROTECTRICE, ANTIOXYDANTE ET ANTIMICROBIENNE DES 

EXTRAITS ET DES DIFFERENTES FRACTIONS DE MARGINES 

 
 
 

L'utilisation d'agents naturels pour protéger la peau des dommages, en particulier 

ceux causés par les produits chimiques synthétiques, suscite un intérêt croissant. 

En outre, l'utilisation d'extraits de sources naturelles a moins d'effets négatifs que 

les produits synthétiques. Par conséquent, de nombreuses études ont été menées 

sur la formulation d'écrans solaires à base d'extraits de plantes, qui possèdent un 

large éventail de propriétés pharmacologiques telles que des activités 

antioxydantes, antimicrobiennes, anti-inflammatoires, antibiotiques, 

anticancérigènes et photoprotectrices [222, 223]. En effet, l'inclusion de produits 

phytochimiques tels que les extraits, les composés phénoliques et les flavonoïdes 

dans les formulations d'écrans solaires est désormais largement recommandée et 

a été démontrée avec succès [222, 224].  

 

Suivant cette tendance, la plus récente est l'utilisation d'extraits de plantes ou 

d'ingrédients naturels ayant une activité antioxydante dans les écrans solaires 

pour augmenter la protection contre les radicaux libres produits. Ils ont également 

la capacité d'absorber les rayons UV pour contribuer à l'effet filtrant de l'écran 

solaire, en particulier grâce à la présence de fonctions hydroxyle dans les 

polyphénols, qui confèrent des activités antioxydantes [18, 225, 226].  

 

Les formulations de soins de la peau contenant non seulement des huiles 

végétales mais aussi des composants antioxydants d'origine végétale gagnent en 

popularité et certains auteurs se sont intéressés à l'utilisation potentielle de sous-

produits agricoles comme sources d'ingrédients cosmétiques [227].   

 

Dans le cadre de nos recherches sur les agents de protection solaire, la margine 

peut être une source importante de matériaux cosmétiques. Le but de cette étude 
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est de séparer les fractions de l'extrait ayant des propriétés photoprotectrices qui 

peuvent être exploitées dans la formulation de produits cosmétiques et 

pharmaceutiques. Les teneurs totales en phénols et en flavonoïdes ont été 

évaluées et les activités antimicrobiennes, antioxydantes et photoprotectrices in 

vitro des deux extraits d'acétate d'éthyle obtenu à partir de deux margines 

différentes, ont été déterminées. Les fractions de l'extrait d'acétate d'éthyle 

obtenues par chromatographie ouverte sur une colonne de gel de silice ont été 

soumises aux mêmes analyses et le FPS des combinaisons de fractions a 

également été évalué. 

 

1. Méthodologie expérimentale 

1.1. Étude chimique des extraits phénoliques des margines 

Deux margines ont fait l’objet de l’extraction liquide-liquide et de fractionnement 

sur colonne, la première est celle utilisé dans les manipulations expérimentales du 

chapitre 2 et qui est issue d’une huilerie moderne à trois phase (M1) qui traite 

notamment les olives de la plaine de la Mitidja. Le deuxième échantillon de 

margine provient d’une huilerie traditionnelle de Yakouren, Tizi-Ouzou (M2) 

collecté en janvier 2023 qui traite des olives provenant des montagnes du 

Djurdjura.   

 

1.1.1. Prétraitement des margines 

Chaque margine a été filtrée, centrifugée puis acidifiée à l’aide d’une solution 

d’acide chlorhydrique (0.5N) jusqu’à pH 2. La fraction lipidique a été éliminée 

ensuite, par une extraction liquide-liquide à l’hexane. 

 

1.1.2. Extraction à l’acétate d’éthyle  

L’opération d’extraction décrite dans le chapitre 2 (& 2.3.2) est répétée cinq fois 

dans le but de récupérer de manière exhaustive les composés phénoliques 

(Figure 2.1). La phase organique riche en composés phénoliques subit une 

évaporation sous vide dans un évaporateur rotatif à 40°C pour éliminer l’acétate 

d’éthyle. Le résidu sec a été dissous dans le méthanol et cette solution a été 

utilisée pour la caractérisation et le fractionnement des composés phénoliques. 

 



87 
 

 

1.1.3. Fractionnement des extraits de margines 

Dans le but de réduire la complexité d’un extrait brut et d’identifier les molécules 

actives, on a fait appel au fractionnement sur colonne qui va permettre de séparer 

leurs molécules en fonction de leurs propriétés physico-chimiques. 

 

(5g) de chaque extrait phénolique Ex1 et Ex2 a fait l’objet d’un fractionnement sur 

colonne. La chromatographie sur colonne été réalisée à l’aide d’une colonne de 

verre (hauteur = 60 cm, diamètre = 5cm). La phase stationnaire utilisée pour la 

séparation sur colonne de chromatographie est le gel de silice 60 (60-100 mesh). 

Le chloroforme constitue le solvant initial utilisé dans la séparation. La première 

élution a été effectuée avec du chloroforme pur (100 %). Un mode gradient a été 

appliqué en ajoutant successivement 5 % du méthanol jusqu’à la dernière élution 

à 50 % méthanol. 36 fractions de 50 mL ont été collectées séparément et chaque 

fraction a été soumise à l’évaporation du solvant à sec. 

 

1.1.4. Analyse par chromatographie sur couche mince  

Une analyse par chromatographie sur couche mince (CCM) a été ensuite réalisée 

en phase normale sur une plaque d’aluminium recouverte de gel de silice Si 60 

F254 (Réf. : Merck 1.05554). L’élution a été effectuée avec le système binaire 

Chloroforme/Méthanol (v/v : 9/1) pour les fractions [1-18] et (v/v : 1/9) pour les 

fractions [19-36], après optimisation du système de solvant. La révélation est 

d’abord réalisée avec une lampe UV (254 nm), après développement dans la cuve 

en verre. 

 

1.1.5. Caractérisation par ATR-IRTF  

Une analyse ATR-IRTF a été effectuée à l’extrait Ex1 et ses fractions dans les 

mêmes conditions opératoires du chapitre 2 (& 2.4.1). 

 

1.1.6. Analyses chimiques de l’extrait et des fractions de margine 

1.1.6.1. Analyses par Chromatographie Liquide à Haute Performance 

(CLHP/DAD-UV) 

L'analyse des composés phénoliques dans l’extrait Ex2 de margine (M2) et ses 

fractions a été effectuée avec le système d'échantillonnage automatique de la 
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série 1100 d'Agilent, GL Sciences Inc. (Waldbronn, Allemagne) équipé d'un 

contrôleur de système, d'un détecteur DAD-UV (G 1315B) et d'une pompe CL 

quaternaire (G1311A). La séparation a été effectuée avec une colonne Zorbax 

Eclipse XDB-C18 (150 mm, 4,6 mm de diamètre intérieur et 5 μm de taille de 

particules), la température de la colonne étant réglée à 25 °C. La séparation 

chromatographique a été réalisée à l'aide d’un système de solvant binaire, Eau 

(A)/Acétonitrile (B), (v/v : 95/5). Les analyses ont été effectuées à débit de 1 

mL/min. Le programme d'élution en mode gradient a été appliqué comme suit : 

L’éluant de départ est constitué de 95 % A entre 0 et 10 min ; il passe à 85 % A 

entre 10 et 17 min, puis à 80 % A entre 17 et 22 min, à 70 % A entre 22 et 32 min 

et enfin  à 100 % A entre 32 et 53 min.  

 

Le solvant d’injection est de composition identique à celui du solvant initial de 

l’analyse et le volume d’injection fixé à 20 µL.  

 

1.1.6.2. Chromatographie liquide à Ultra Performance (CLUP-ISE-SM/SM) 

L’analyse a été réalisée sur un UPLC-ISE-MS/MS Shimadzu 8040 ultrahaute 

sensibilité doté de la technologie UFMS et ayant une pompe binaire Nexera XR 

LC-20AD. Les conditions d’injection en électrospray sont les suivantes : Pression 

de dissociation induite par collision CID (Collision-induced dissociation) du gaz : 

230KPs, le potentiel de conversion dynode : -6.00 Kv, Température DL : 250°C, 

flux du gaz de nébulisation : 3.00 L/min, température du block : 400 °C, flux du gaz 

de séchage : 15.00 L/min.  

 

La phase mobile est constitué de : Solvant A : Eau/Acide formique à 0,1 %, 

Solvant B : Méthanol/Acide formique à 0.1 %. Débit de la phase mobile : 0.4 

mL/min. Volume d’injection : 5 µL. Colonne Restack Ultra, C18 3µm 150 x4.6 mm. 

Le gradient de la phase mobile est le suivant : 0.1 à 15 min 95 % (A), 15 à 20 min 

A (5 %), 20 à 30 min A (95 %).  
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1.1.6.3. Estimation du contenu en composés phénoliques et flavonoïdes totaux 

des extraits et des fractions de margine 

1.1.6.3.1.  Estimation du contenu en composés phénoliques totaux des extraits et 

des fractions de margine 

Une estimation de la teneur en composés phénoliques totaux des extraits bruts 

des margine et de leurs fractions a été obtenue par utilisation de réactif Folin-

Ciocalteu. Ce dernier est réduit, lors de l’oxydation des phénols, en un mélange 

d’oxydes bleus de tungstène et de molybdène, qui montrent une absorption 

maximale aux environs de 760 nm permettant de déterminer la concentration des 

produits phénoliques en se référant à une courbe d’étalonnage à partir des 

concentrations connues.  

 

La teneur en composés phénoliques totaux de l'extrait à l'acétate d’éthyle Ex1 et 

de ses fractions (M1) a été déterminée via la méthode adaptée par Song et al. 

[228] avec quelques modifications. Un volume de 20 μL de la solution 

méthanolique d'extrait et des fractions (1 mg/mL) a été mélangé avec 100 μL de 

réactif de Folin-Ciocalteu et 1,85 mL d'eau distillée. Après 5 minutes, 300 μL de 

carbonate de sodium (Na2CO3) à 20 % ont été ajoutés. Le mélange a été incubé à 

température ambiante dans l'obscurité pendant 2 h. L'absorbance du mélange 

réactionnel a été mesurée à 760 nm avec un spectrophotomètre UV. 

  

L’extrait phénolique Ex2 et ses fractions (M2) ont été pesés et dissous dans de 

l'éthanol jusqu'à une concentration de 2 mg/mL. 10 μL de l’extrait Ex2 et ses 

fractions ont été mélangés avec 30 μL de réactif de Folin-Ciocalteu (dilué × 2) et 

150 μL de Na2CO3 (3,5 %) dans des puits de microplaques et incubés à 40 °C 

pendant 30 min. Ensuite, l'absorbance a été mesurée à 765 nm sur un lecteur de 

microplaques ELISA (Versamax tunable microplate reader, USA) [229]. L'étalon 

utilisé pour la courbe d'étalonnage est l'acide gallique et le tracé consiste à la 

réalisation de six points expérimentaux.   
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1.1.6.3.2. Estimation du contenu en flavonoïdes totaux des extraits et des 

fractions de margine 

La teneur totale en flavonoïdes de l'extrait brut à l’acétate d’éthyle Ex1 de margine 

(M1) a été réalisée par la méthode colorimétrique au chlorure d'aluminium (AlCl3) 

[230] avec de légères modifications. 0,75 mL de méthanol ont été mélangés avec 

0,25 mL de solution de l’extrait Ex1 de la margine (M1) et ses fractions (1 mg/mL), 

puis un volume de 0,25 mL de solution de 10 % AlCl3 et 1,4 mL d'eau distillée ont 

été ajoutés. Après homogénéisation et incubation pendant 30 min à température 

ambiante, l'absorbance a été mesurée à 420 nm avec un spectrophotomètre 

UV/VIS à double faisceau (UV-2601).  

 

Pour la margine (M2), 25 μL d'Ex2 et ses fractions ont été mélangés avec 75 μL de 

l'éthanol (2 mg/mL), 5 μL de AlCl3 (10 %), 5 μL d'acétate de sodium (1 M) et 100 

μL d'eau distillée. L'absorbance des mélanges a été mesurée à une longueur 

d'onde de 415 nm après 30 min d'incubation à température ambiante [229].  

 

La quercétine a été utilisée comme étalon pour la courbe d'étalonnage et les 

résultats ont été exprimés en équivalents de quercétine (μg QE/mg). 

 

Le taux des composés phénoliques équivalent à l’acide gallique et de flavonoïdes 

équivalent à la quercétine des extraits brut Ex1 et Ex2 de margine M1 et M2 et de 

leurs fractions est déterminée selon l’équation (3) ci-dessous. 

 

 =C×V/ M                                                       (3) 

 

T : Taux de composés phénoliques où flavonoïdes totaux (TPT où TFT) 

C : Concentration d’échantillon équivalente à l’acide gallique où à la quercétine  

V : Volume total (mL) 

M : Poids sec d’échantillon (M1 en mg) et (M2 en g). 

 

 



91 
 

 

1.2. Etude de l’activité biologique des extraits et des fractions de margines 

1.2.1. Activité antimicrobienne des extraits et des fractions séparées 

Conformément aux directives du CLSI, les valeurs de CMI de l'extrait Ex1 de 

margine (M1), de ses fractions séparées et des standards ont été déterminées 

pour toutes les souches microbiennes indiquées dans le tableau 2.1, en suivant la 

méthodologie et les conditions décrites dans le chapitre 2 (& 2.5). La série de 

dilutions doubles de l'extrait Ex1 et de ses fractions a été effectuée à des 

concentrations allant de 0,39 à 50 mg/mL pour les fractions Fr (3-5), néanmoins, 

les gammes de concentration ont été modifiées de 0,63 à 80 mg/mL et de 0,78 à 

100 mg/mL pour Fr6  et Fr7, respectivement. 

 

La méthode de  diffusion en milieu solide a été utilisée pour déterminer  la  

sensibilité de nouvelles souches à savoir, les bactéries : Staphylococcus aureus 

(ATCC 6538), Bacillus subtilis (ATCC 6633), Staphylococcus epidermidis (S. 

epidermidis - ATCC 12228), Pseudomonas aeruginosa (ATCC 9027), Escherichia 

coli (ATCC 8739), Enterococcus hirae (E. hirae - ATCC 10541) et les levures : 

Salmonella abony (S. abony - NCTC 6017), Candida albicans (ATCC 10231), 

Saccharomyces cerevisiae (ATCC 9763) à l’extrait phénolique Ex2 à l’état brut. 

 

La procédure générale pour déterminer le diamètre d’inhibition comprend les 

étapes suivantes : 

 

1.2.1.1. Préparation du milieu de culture 

Les  milieux  de cultures solides (LB pour  les bactéries  et ISP2 pour les levures) 

ont été fondu dans un bain marie réglé à 95°C, ensuite coulé dans  des  boites  de  

Pétri  de  90 mm  de  diamètre. A  la  fin,  ils  sont  laissés refroidir et solidifier. 

 

1.2.1.2. Préparation de la préculture 

10 mL de bouillon nutritif ont été introduits dans chaque tube à essai puis stérilisé 

pendant 20 min à 120 °C à l'autoclave. Les souches de chaque bouillon de culture 

de 24h et 48h pour les bactéries et levures, respectivement, sont émulsifiées dans 

10 mL de milieu physiologique NaCl 0,9 %. L’inoculum ainsi obtenu présente une 

opacité égale à celle de l’étalon Mc Farland (0,5). 
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1.2.1.3. Ensemencement 

Après  solidification  des milieux  de  cultures,  les suspensions microbiennes ont 

été uniformément  ensemencées et  essorées sur  la  paroi  du tube à l’aide  d’un  

écouvillon  stérile. Ensuite, un frottement de l'écouvillon sur la totalité de la surface 

du milieu solide, sèche, de haut en bas, a été appliqué en stries. On répète 

l’opération 2 à 3 fois, en tournant la boite de 60°C à chaque fois afin d’assurer 

une bonne répartition de l’inoculum. En fin, on Laisse sécher les boites de Pétri 

pendant quelques minutes à température ambiante. 

 

1.2.1.4. Déposition des disques et incubation 

La technique consiste à utiliser des disques de papier buvard de 9 mm de 

diamètre qui ont été imprégnés de 60 µL de l’Ex2 et ont été déposés à la surface 

du milieu solide uniformément ensemencée avec les suspensions ciblés. Par la  

suite, les boites de Pétri sont incubées à 37 °C pendant 24 h pour          les bactéries et 

pendant 48 h pour les levures. 

 

1.2.2. Potentialités antioxydantes des extraits de margines et de leurs fractions 

L’étude de l’activité antioxydante de l’extrait phénolique Ex1 et de ses fractions de 

colonne a été déterminée par la même méthode de DPPH• et dans les mêmes 

conditions opératoires décrite dans le chapitre 2 (& 2.6). 

 

L’extrait Ex2 et ses fractions ont été testés pour leur activité antioxydante par les 

méthodes de DPPH•, capacité antioxydante réductrice du cuivre (CUPRAC), 

potentialité antioxydante réductrice du Fer (FRAP) et la méthode de l’oxyde 

nitrique (NO•), à l'aide d'un lecteur de microplaque ELISA (Versamax tunable 

microplate reader, USA) [229]. 

 

Pour la détermination de l’activité de piégeage du DPPH•, 10 μL d’Ex2 et ses 

fractions  dissous dans l’éthanol ont été mélangés à 90 μL d’une solution de 

DPPH• d’une concentration de 0,138 mg/mL. La mesure des absorbances a été 

effectuée à 515 nm.  
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Pour l'activité de piégeage du radical NO•, 60 μL de chaque échantillon et de 

référence (acide ascorbique) ont été mélangées à 60 μL (10 mM) de nitroprussiate 

de sodium et laissées à incuber pendant 150 minutes à température ambiante. 

Après incubation, 120 μL de réactif de Griess (1 % de sulfanilamide dans 5 % de 

H3PO4 et 0,1 % de chlorhydrate de naphtyléthylènediamine) a été ajouté au puits 

et l'absorbance du mélange a été mesurée à 577 nm. 

 

Selon la méthode de FRAP basée sur la réduction de l’ion ferrique (Fe3+) en ion 

ferreux (Fe2+), l’extrait de margine Ex2, ses fractions et la référence (quercétine) 

dissous dans de l'éthanol (10 μL) ont été ajoutés dans 25 μL du tampon 

phosphate (pH 6,6) et 25 μL de ferricyanure de potassium [K3Fe(CN)6] (1 %). 

Après pré-incubation de 20 min à 50 °C, 25 μL d'acide trichloracétique (10 %), 85 

μL d'eau distillée et 17 μL de FeCl3 à 0,1 % ont été ajoutés, respectivement. Après 

30 minutes d'incubation à température ambiante, l'absorbance a été lue à 700 nm. 

 

Pour déterminer la réduction du complexe cuivre-néocuproïne [Cu (II)-Nc] en Cu 

(I)-Nc (CUPRAC) par Ex2 et ses fractions en comparant avec l’acide gallique, 25 

μL de 10 mM de chlorure de cuivre (II), 25 μL de néocuproïne (7,5 mM), 25 μL 

d'acétate d'ammonium 1 M (pH 7), 25 μL d'échantillon et 100 μL d'eau distillée ont 

été mélangés dans un puits de microplaque de 96 puits. La microplaque a ensuite 

été incubée pendant 30 minutes. À la fin, l'absorbance a été mesurée à une 

longueur d'onde de 450 nm.  

Les expériences ont été réalisées en triplicata et les résultats ont été calculés 

selon l’équation (1) de l'essai de piégeage du radical DPPH et sont exprimés en 

valeurs moyennes avec écart-type. 

 

1.2.3. Etude de l’activité photoprotectrice  

1.2.3.1. Activité photoprotectrice de l’extrait de margine et ses fractions  

L'activité photoprotectrice de l’extrait Ex1 de margine (M1) et ses fractions a été 

établie in vitro en calculant le FPS. L'extrait brut et les fractions de colonne ont été 

dilués dans du méthanol absolu à différentes concentrations.  
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1.2.3.2. Activité photoprotectrice des fractions combinées 

La concentration des fractions à combiner a été choisie sur la base d'un FPS égal 

à 20. Cette valeur est très commode et descriptive d’un système doté d’une 

activité photoprotectrice acceptable [216]. 

 

2. Résultats et discussions 

2.2. Etude chimique des extraits phénoliques et leurs fractions  

2.2.1. Rendement des extraits phénoliques  

Le rendement des extraits phénoliques Ex1 et Ex2 des margines (M1) et (M2) sont 

de 0,34 % et 0,43 %, respectivement. Ces valeurs sont situées dans l’intervalle (3-

6 g/L) obtenue dans des recherches antérieures  [94].   

 

2.2.2. Fractions séparées sur colonne ouverte de silice 

Les deux extraits phénoliques des margines M1, M2 et toutes leurs fractions de 

colonne (1-36) ont été analysés par CCM et les fractions similaires de chaque 

extrait ont été regroupées en se basant sur le pourcentage d’élution et leur profil 

CCM (Appendice B 1).  

 

Tableau 3.1 : Rendement de fractions regroupées 

 

Le regroupement des fractions des deux extraits phénoliques des margines, a 

permis d’obtenir 7 fractions pour chaque extrait, elles ont été séparées avec des 

teneurs en méthanol correspondant à 0 %, 5 %, 10 %, 15 %, 20 %, 30 % et 50 % 

(Tableau 3.1). 

 

 

Lots Fractions Chloroforme/ Méthanol (%) R (M1) (%) R (M2) (%) 

1,2 Fr1 100 30,00 31 

3-11 Fr2 95/5 44,00 39,90 

12-16 Fr3 90/10 2,90 3,45 

17-26 Fr4 85/15 2,50 2,42 

27-31 Fr5 80/20 1,26 1,30 

32-33 Fr6 70/30 0,50 0, 47 

34-36 Fr7 50/50 1,80 1,52 
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2.2.3. Analyse de l’extrait et des fractions de margine par ATR-IRTF 

Les spectres ATR-IRTF  de l’extrait Ex1 de margine (M1) et toutes ses fractions 

obtenues sont indiqués dans la figure 3.1. 

 

 

Figure 3.1 : Spectres ATR-IRTF de l’extrait de margine (M1) et de ses fractions 

 

L’interprétation des résultats des spectres ATR-IRTF au-dessus, selon les 

groupements fonctionnels et les intensités des pics  en fonction de nombre d’onde 

(ʋ) sont résumés dans le tableau 3.2. 

 

 

 

 

Ex1

 
 Ex1 

Fr1 

Fr2 

Fr3 

Fr4 

Fr5 

Fr6 

Fr7 
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Tableau 3.2 : Comparaison de groupements fonctionnels dans les spectres ATR-

IRTF entre l'extrait de margine Ex1 et ses fractions. 

ʋ (cm-1) 
Intensités Groupements 

fonctionnels Ex1 Fr1 Fr2 Fr3 Fr4 Fr5 Fr6 Fr7 

3500-3250 ++ - + +++ ++ ++ +++ +++ 
OH (Alcool) 
OH (Acide) 

2949 ++ +++ + ++ ++ ++ ++ +++ CH3 

2853 + +++ - - - + + ++ CH2 

1713 +++ +++ +++ +++ +++ ++ ++ ++ C=O (Cétone) 

1607 ++ + + ++ ++ ++ +++ +++ C=C 

1519 ++ + + ++ ++ ++ ++ ++ C=C (Ar) 

1444-1436 ++ - + ++ ++ ++ + ++ C-O (Acide) 

1382 ++ + ++ ++ ++ ++ +++ +++ Ar-OH 

1280 +++  ++ +++ +++ ++ +++ +++ C-O (Ester) 

1197 +++ - ++ +++ +++ ++ +++ +++ C-O-C (Cyclique) 

1163 +++ ++ ++ ++ +++ +++ +++ ++ CH2 

1115 ++ + + +++ + - ++ ++ C-OH (Secondaire) 

1075    - ++ +++ + ++ C-OH (Primaire) 

1015 ++ + + + + +++ +++ + Alk-O-Ar 

867-743 + + + ++ + + - + 
Cycle aromatique di 

et trisubstitué 

+++ : Forte ; ++ : Moyenne ; + : Faible 

 

2.2.4. Analyses chimiques par CLHP/DAD-UV et CLUP-ESI-SM/SM 

2.2.4.1. Détermination de la composition chimique de l’extrait Ex2 de margine 

(M2) et ses fractions 

L’analyse CLHP/DAD-UV de l’extrait Ex2 de margine (M2) et de ses fraction [2-7] a 

permis d’identifier quelques composés phénoliques comme mentionné dans le 

tableau 3.3, en se référant aux chromatogrammes CLHP de l’extrait indiqués dans 

la figure 3.2 et des fractions données en appendice A 2. 
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Figure 3.2 : Profil chromatographique CLHP de l’extrait de margine Ex2 

 

Tableau 3.3 : Composés phénoliques identifiés dans l’extrait de margine Ex2 et 

ses fractions par CLHP/DAD-UV 

Composés 
identifiés 

Tr (min) 

Ex2 
(M2) 

Fr’2 Fr’3 Fr’4 Fr’5 Fr’6 Fr’7 

Acide gallique - - - - 5,719 5,749  

Hydroxytyrosol 9,315 9,317 - - 9,305 9,297 9,314 

Tyrosol 13,379 15,379 13,310 13,397 - - - 

Acide vanillique 17,07 17,091 - - - - - 

Oleuropéine - - 36,492 36,519 - - - 

 

2.2.4.2. Analyse de l’extrait phénolique Ex2 de margine (M2) par CLUP-ESI-

SM/SM 

Le chromatogramme d’analyse de l’Ex2 obtenu par analyse CLUP est donné par la 

figure 3.3. 
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Figure 3.3 : Profil chromatographique CLUP de l’extrait de margine Ex2 

 

L’identification a été effectuée en se basant sur l’injection d’étalons et de la base 

de données de l’appareil. Les principaux composés identifiés de manière assez 

fiables, sont regroupés dans le tableau 3.4. 

 

Tableau 3.4 : Composés identifiés dans l’extrait de margine Ex2 par CLUP-

ESI/SM/SM 

N° 
Tr 

(min) 
Nom 

Formule 

brute 

Masse 

molaire 

Intervalle 

de masse 

Charge 

ESI (+/-) 

1 6.463 
Acide 

salicylique 
C7H6O3 138.12 

137.10-

93.15 
(-) 

2 8.190 Acide vanillique C8H8O4 168.1 
167.15-

152.15 
--- 

3 8.915 Acide cafféique C9H8O4 180.16 
179.10-

135.15 
(-) 

4 9.025 Vanilline C8H8O3 152.15 
153.10 - 

65.15 
(+) 

5 9.473 
Acide 2- 

anisique  
C8H8O3 152.15 

153.05 -

135.050 
(+) 

6 9.658 
Acide cis-

p.coumarique 
C9H8O3 164.16 

163.15-

119.15 
(-) 
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7 10.096 Acide férulique C10H10O4 194.18 
194.90 -

177.150 
(+) 

8 11.737 Catéchine C15H14O6 290.27 
291.10-

123.05 
(+) 

9 17.618 
Acide 

oléanolique 
C30H48O3 456.7 

457.20-

425.20 
(+) 

10 17.956 Esculine C15H18O10 358.3 
359.10-

341.150 
--- 

11 19.459 Rutine C27H30O16 610.5 
611.20 -

73.20 
(+) 

 

L’analyse CLUP-ESI-SM/SM de l’Ex2 a été utilisée pour cribler 28 composés. 

Seuls 11 composés ont été identifiés, dont 7 sont des acides phénoliques (1-7) et 

2 sont des flavonoïdes, 8 et 11 des sous classes de flavanols et flavonols, 

respectivement. On trouve également l’acide oléanolique (9) et l’esculine (10) qui 

appartiennent à la classe des triterpènes et des coumarines, respectivement. En 

outre, l’analyse CLHP/DAD-UV à été réalisé pour détecter 4 autres composés, à 

savoir, l’acide gallique, le tyrosol, l’hydroxytyrosol et l’oleuropéine.  

 

Plusieurs recherches ont démontré la prédominance des acides phénoliques 

(férulique, cafféique, coumarique, vanillique,  salicylique, gallique, catéchique, 

quinique et autres), des alcools phénoliques (tyrosol, hydroxytyrosol), des 

sécoiridoïdes (oleuropéine, ligustroside..) et des flavonoïdes (rutine, apigénine, 

quercétine, lutéoline et autres) [8, 12]. L’acide 2-anisique, la catéchine et l’esculine 

sont détectés pour la première fois dans l’extrait à l’acétate d’éthyle de margine.  

 

2.2.5. Détermination du contenu total en phénols et flavonoïdes des fractions 

Les résultats du dosage quantitatif des produits phénoliques par le test de Folin-

Ciocalteu ont été déterminés après l’établissement d’une droite d’étalonnage en 

utilisant une gamme allant de 50 à 500 µg.mL-1 d’acide gallique dissous dans du 

méthanol utilisé comme étalon de l’Ex1 et ses fractions (M1) et de 0,03 à 2 mg.mL-

1 d’acide gallique dissous dans de l’éthanol utilisé comme étalon de l’Ex2 et ses 

fractions (M2). 
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La concentration d’échantillon équivalente à l’acide gallique est calculée à partir 

de l'équation de régression linéaire de la courbe du standard (Figure 3.4), par 

extrapolation de la valeur d’absorbance de la solution d’extrait ou des fractions 

ayant réagi avec le réactif de Folin-Ciocalteu.  

 

  

Figure 3.4 : Courbes d’étalonnage de l’acide gallique 

 

La teneur totale en flavonoïdes des extraits de margine (M1) et (M2) a été 

déterminée par la méthode colorimétrique au chlorure d'aluminium, calculée à 

partir de l'équation de régression linéaire de la courbe d'étalonnage de la 

quercétine en utilisant une gamme allant de 25 à 150 µg. mL-1 de quercétine 

dissoute dans le méthanol utilisé comme étalon pour Ex1 et ses fractions (M1) et 

de 0,06 à 1 mg.mL-1 de quercétine dissoute dans l'éthanol utilisé comme étalon 

pour Ex2 et ses fractions (M2) (Figure 3.5).  
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Figure 3.5 : Courbes d’étalonnage de la quercétine 

 

Les résultats de  l’analyse colorimétrique et la comparaison du contenu total en 

phénols et flavonoïdes des deux extraits phénoliques Ex1, Ex2 et leurs fractions 

est donné par la figure 3.6. 

 

  

Figure 3.6 : Comparaison des valeurs de TPT et TFT des extraits de margines et 

de leurs fractions 

Les résultats obtenus (Figure 3.6) semblent être très cohérents, confirmant la 

richesse de la margine en composés phénoliques et en flavonoïdes qui constituent 

la principale classe de phénols dans le mélange de composés phénoliques de 

l’extrait total.  

La teneur en composés phénoliques a été largement quantifiée dans les margines 

par de nombreuses études, comme pour les extraits méthanoliques et d'acétate 
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d'éthyle qui ont montré des valeurs TPT de 950 et 902,7 μg EAG / mg d’extrait et 

des valeurs TFT de 80,6 et 75,8 μg EQ / mg d’extrait, respectivement [231, 232]. 

Ainsi, les fractions extraites avec un pourcentage élevé de méthanol sont les plus 

intéressantes en terme d'abondance en phénols et en flavonoïdes. Il a été 

démontré par plusieurs auteurs que les alcools (méthanol et éthanol) sont des 

solvants appropriés pour l'extraction et la séparation des composés phénoliques et 

flavonoïdes en raison de leur meilleure solubilité, en particulier dans le méthanol 

[223]. En général, les polyphénols sont mieux extraits par les solvants organiques 

polaires et moyennement polaire que par les solvants non polaires [233]. 

 

2.3. Évaluation des activités biologiques  

2.3.1. Détermination de l’activité antimicrobienne des extraits de margines et leurs 

fractions 

Le test de l’activité antimicrobienne a été réalisé pour déterminer les CMI, 

exprimées en mg/mL des échantillons et en μg/mL pour les étalons (Tableau 3.5), 

vis-à-vis les souches indiquées dans le tableau 2.1.  

 

Tableau 3.5 : Concentrations minimales inhibitrices (CMI) de l’Ex1 et ses fractions 

Microorganismes 
CMI (mg/mL) CMI (μg/mL) 

Ex1 Fr1 Fr2 Fr3 Fr4 Fr5 Fr6 Fr7 Kan Chl 

B. subtilis 1,56 12,5 6,25 6,25 3,13 12,5 10 25 62,5 3,90 

B. cereus 6,25 12,5 6,25 6,25 6,25 12,5 10 25 7,81 1,95 

S. aureus 3,13 6,25 3,13 6,25 6,25 12,5 10 25 15,6 15,6 

M. luteus -- 12,5 3,13 3,13 6,25 12,5 10 25 15,6 7,81 

L. monocytogenes 3,13 12,5 6,25 6,25 6,25 12,5 10 25 15.6 7,81 

E. cloacae 3,13 6,25 6,25 6,25 6,25 12,5 10 25 7,81 3,90 

E. feacium -- 12,5 6,25 12,5 6,25 12,5 10 25 62,5 3,90 

A. tumefaciens 1,56 12,5 6,25 3,13 6,25 12,5 10 25 1,95 15,6 

E. coli 6,25 6,25 3,13 6,25 6,25 12,5 10 25 -- 3,90 

P. aeruginosa 6,25 12,5 3,13 6,25 6,25 12,5 10 25 1,95 3,90 

C. albicans 3,13 25 25 12,5 6,25 12,5 10 25 3,90 3,90 

S. cerevisiae -- -- -- -- 6,25 12,5 5 25 -- 3,90 

Kan : Kanamycine ; Chl : Chloramphénicol. 
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D'après les résultats obtenus dans le tableau 3.5, tous les échantillons ont inhibé 

les micro-organismes testés à des degrés divers. Cependant, les souches B. 

cereus, L. monocytogenes, E. cloacae, E. feacium, C. albicans et S. cerevisiae ont 

été les micro-organismes les plus résistants. Inversement, B. subtilis, S.aureus, 

M.luteus, A. tumefaciens, E. coli et P. aeruginosa étaient les plus sensibles. 

L'extrait Ex1 de margine (M1) a montré une forte activité antimicrobienne par 

rapport à toutes les fractions. L’examen des données du tableau 3.5 montre 

clairement que la plus forte activité contre B. subtilis et A. tumefaciens avec  une 

CMI = 1,56 mg/mL, néanmoins, contre S. aureus, E. coli et P. aeruginosa à  3,13 

mg/mL. D’autre part, la Fr2 a été plus performante que l'extrait contre E. coli et P. 

aeruginosa ce qui signifie que ces deux souches étaient plus sensibles à la Fr2 

(3,13 mg/mL) qu'à l'Ex1 (6,25 mg/mL). En outre, la Fr6 a montré la meilleure 

activité antifongique vis-à-vis S. cerevisiae à une concentration d'inhibition de 5 

mg/mL. 

  

Il faut noter que les fractions de (M1), Fr2, Fr3 et Fr4 se sont révélées les 

meilleures fractions en termes d'activité antibactérienne, présentant de forts effets 

inhibiteurs contre toutes les souches. Fr2 et Fr3 sont les fractions les plus 

performantes contre M. luteus avec une CMI de 3,13 mg/mL, la Fr4 pour E. 

feacium, la Fr2 est également efficace contre S. aureus, E. coli et P. aeruginosa, 

tandis que la Fr3 est efficace contre A. tumefaciens à la même concentration de 

3,13 mg/mL. La Fr4 a montré la meilleure activité contre B. subtilis et toutes les 

souches bactériennes et fongiques avec des CMI de 3,13 mg/mL et de 6,25 

mg/mL, respectivement.  

 

Les fractions à forte teneur en composés phénoliques (Fr5 et Fr6) ont montré une 

faible activité antimicrobienne. La Fr7 éluée avec 50 % de méthanol a également 

montré l'activité la plus faible avec une CMI de 25 mg/mL. Le chloramphénicol et 

la kanamycine utilisés comme références ont montré un fort effet inhibiteur contre 

tous les micro-organismes testés par rapport aux échantillons et leurs valeurs de 

CMI étaient comprises entre 1,95 et 62,5 μg/mL. 
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Les diamètres d’inhibition microbienne de l’extrait phénolique de margine Ex2 vis-

à-vis les souches indiquées dans ce chapitre (& 2.2.1) ont été également mesurés 

et mentionné dans la figure 3.7. 

 

 

Figure 3.7 : Diamètres d’inhibition de l’extrait de margine Ex2 

 

Les résultats obtenus montrent que l'extrait Ex2 de M2 a une activité inhibitrice 

significative contre la croissance microbienne de toutes les souches à différents 

degrés, confirmant le large spectre de l'activité antimicrobienne des margines. Ex2 

a produit de plus grandes zones d'inhibition contre la levure C.albicans (29,19 

mm) et la bactérie S. epidermidis (31,97 mm).  

 

L'action des extraits de margine et de leurs fractions sur les bactéries et les 

levures peut être due aux flavonoïdes, qui sont de bons inhibiteurs des enzymes 

présentes dans la membrane cytoplasmique des bactéries et qui catalysent 

l'ensemble des protéines de surface inhibant la libération des facteurs de virulence 

tels que l'épigallocatéchine et la rutine [234]. En parallèle, un certain nombre de 

composés phénoliques présentent une forte activité antimicrobienne [235-237], en 

particulier l'acide caféique, l'acide vanillique, l'acide p-coumarique et l'acide 4-

hydroxybenzoïque, l'oleuropéine et l'hydroxytyrosol [11, 238], ainsi que le 

verbascoside [239], ont été associés à une variété d'activités antimicrobiennes. En 

B. subtilis - 27,42 mmE. coli - 21,80 mm S. epidermidis - 31,97 mm S. aureus – 22,10 mm P. aeruginosa – 26,45 mm

S. abony – 28,05 mm E. hirae – 28,53 mm S. cerevisiae – 23,72 mm C. albicans – 29,19 mm
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conclusion, les différences d'activité contre les bactéries Gram-négatives et Gram-

positives peuvent être expliquées par des différences dans la composition de la 

paroi cellulaire et plusieurs autres considérations. 

 

2.3.2. Etude de l’activité antioxydante 

2.3.2.1. Détermination de l’activité antioxydante des extraits des margines et 

leurs fractions par la méthode de DPPH   

L'activité de piégeage des radicaux libres DPPH en termes de CI50 et de PI % des 

deux extraits phénoliques Ex1, Ex2 et de leurs fractions de colonne sont regroupés 

dans le tableau 3.6 et le tableau 3.7, respectivement.  

 

Tableau 3.6 : Variation des taux de piégeage du DPPH• en fonction des 

différentes concentrations de l’Ex1 et ses fractions 

C 

(μg/mL) 

PI (M1) (%) CI50 

(μg/mL) 1,953 3,906 7,8125 15,625 31,25 62,5 

Ex1 
20,37 ± 

1,02 

22,13 ± 

1,52 

26,02 ± 

2,04 

32,33 ± 

1,68 

46,9 ± 

3,19 

75,22 ± 

2,06 

34,69 ± 

2,29 

C  62,5 125 250 500 1000 2000 CI50 

Fr1 
19,37 ± 

2,05 

21,22 ± 

2,36 

27,42 ± 

2,58 

35,04 ± 

1,86 

53,61 ± 

1,50 

87,79 ± 

1,03 

918.5 ± 

1,68 

C  7,812 15,62 31,25 62,5 125 250 CI50 

Fr2 
24,07 ± 

2,45 

25,87 ± 

1,08 

29,3 ± 

1,25 

37,8 ± 

1,30 

51,89 ± 

3,48 

79,60 ± 

1,93  

119,33 

± 2,36 

Fr3 
37,03 ± 

0,86 

38,55 ± 

0,72 

42,07 ± 

1,32 

46,84 ± 

1,84 

57,36 ± 

2,60 

79 ± 

1,05 

81,19 ± 

1,46 

Fr4 
34,83± 

0,43 

37,03 ± 

1,45 

40,45 ± 

1,64 

46,94 ± 

2,85 

58,91 ± 

2,62 

82,55 ± 

1,75 

81,41 ± 

1.53 

Fr5 
36,03 ± 

2,25 

37,31 ± 

3,12 

41,3 ± 

2,35 

48,07 ± 

0,63 

61,93 ± 

3,41 

87,73 ± 

0,28 

72,42 ± 

2.57 

Fr6 
34,98 ± 

1,74 

36,22 ± 

2,56 

40,95 ± 

1,85 

47,37 ± 

3,69 

60,35 ± 

1,36 

86,54 ± 

2,78 

76,99 ± 

2,85 

Fr7 
33,59 ± 

2,42 

35,62 ± 

1,25 

39,37 ± 

1,94 

45,36 ± 

1,38 

58,12 ± 

0,58 

84 ± 

0,56 

85,20 ± 

1,37 

 

Les CI50 de l’Ex1, l’Ex2 et leurs fractions sont déterminées graphiquement à partir 

des courbes présentées en appendice B (2-3).  
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Tableau 3.7 : Variation des taux de piégeage du DPPH• en fonction des 

différentes concentrations de l’Ex2 et ses fractions 

C 

(μg/mL) 

PI (M2) (%) 
CI50 

(μg/mL) 
6,25 12,5 25 50 100 200 

Ex2 
16,4 ± 

1,55 

20,58 ± 

0,93 

30,89 

±1,22 

45,4 ± 

6,28 

75,43 ± 

3,81 

89,22 ± 

0,26 

94,08 ± 

3,20 

Fr’2 
16,4 ± 

1,55 

20,58 ± 

0,93 

30,89 

±1,22 

45,4 ± 

0,28 

75,43 ± 

2,81 

89,22 ± 

0,26 

76,66 ± 

0,27 

Fr’3 
11,33 ± 

0,76 

14,66 ± 

1,03 

20,28 ± 

1,08 

27,69 ± 

1,16 

87,77 ± 

0,63 

86,65 ± 

1,03 

60,47 ± 

0,76 

Fr’4 
24,60 ± 

0,50 

39,61 ± 

1,65 

63,0 ± 

0,12 

87,62 

±1,34 

88,02 ± 

0,37 

88,83 ± 

0,24 

20,59 ± 

0,24 

Fr’5 
17,49 ± 

0,89 

22,34 ± 

1,04 

37,52 ± 

1,21 

67,0 

±1,86 

87,06 ± 

0,50 

87,65 ± 

0,16 

43,64 ± 

0,79 

Fr’6 
19,04 ± 

1,67 

25,18 ± 

1,26 

36,52 ± 

2,84 

55,86 ± 

1,34 

81,65 ± 

0,37 

85,67 ± 

0,66 

49,09 ± 

1,53 

Fr’7 
11,43 ± 

2,96 

23,28 ± 

0,95 

33,25 ± 

0,46 

49,58 ± 

1,05 

75,40 ± 

1,34 

84,73 ± 

0,53 

57,69 ± 

0,35 

 

L'activité de piégeage des radicaux libres DPPH•  des extrais de margine et de 

leurs différentes fractions révèlent une activité dose-dépendante.  L’augmentation 

de  la  concentration  a  fait  augmenter  le  pourcentage  d’inhibition des deux 

extraits et toutes les fractions testés des deux margines (M1) et (M2). L’extrait 

total Ex1 à l'effet de piégeage du radical DPPH• le plus élevé correspondant à la 

CI50 la plus faible (34,69 ± 2,29 µg/mL) et toutes ses fractions ont présenté une 

CI50 plus élevée en termes d'activité antioxydante (Tableau 3.6). En revanche, 

l’Ex2 a présenté la plus faible activité antioxydante indiquée dans le tableau 3.7 

(94,08 ± 3,20 µg/mL) par rapport ses fractions qui ont indiqués des activités 

antioxydantes extraordinaires, particulièrement, la fraction Fr’4 avec une CI50  de 

20,59 ± 0,24 (µg/mL) proche de l’activité des standards indiqués dans la figure  

3.8. 

 

Les valeurs de CI50 déterminées pour les deux extraits Ex1, Ex2, leurs fractions et 

les standards indiqués dans le chapitre 2 sont présentées dans la figure 3.8. La 

Fr1 n'est pas illustrée dans la figure 3.8 en raison de sa valeur CI50 la plus élevée 
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(918.5 ± 1,68 μg/mL) et, par conséquent, de son activité antioxydante la plus 

faible. 

 

 

Figure 3.8 : Comparaison des valeurs de CI50 des extraits de margines, de leurs 

fractions [2-7] et des antioxydants standards par la méthode du piégeage du 

DPPH• 

 

Le mécanisme d'antioxydation est bien connu pour sa capacité à piéger les 

radicaux libres par le biais d'un don d'hydrogène. Selon la littérature, des niveaux 

élevés de phénols et de flavonoïdes impliquent des propriétés antioxydantes 

significatives [240-242]. Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés 

précédemment, indiquant une relation étroite entre l'effet de piégeage du radical 

DPPH• et les teneurs totales en composés phénoliques et en flavonoïdes de 

différents extraits de margines [47, 240, 243]. Cela pourrait expliquer la forte 

activité antioxydante de l’extrait de margine Ex1 ainsi que des fractions Fr5 et Fr6 

avec 72,42 ± 2.57 μg/mL et 76,99 ± 2,85 μg/mL, respectivement. Ces fractions ont 

été séparées avec un éluant contenant plus de 30 % du méthanol, qui est le 

solvant approprié pour les composés phénoliques, ce qui pourrait en partie 

expliquer leur teneur élevée en polyphénols et en flavonoïdes et, par conséquent, 

leur activité antioxydante élevée ou leurs faibles valeurs CI50. En revanche, les 

fractions Fr1 et Fr2, qui sont clairement apolaires (éluées avec 100-95 % de 
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chloroforme), ont une teneur plus faible en composés phénoliques et, par 

conséquent, une faible activité antioxydante, caractérisée par des valeurs CI50 

élevées de 918.5 ± 1,68 μg/mL et 119,33 ± 2,36 μg/mL, respectivement. Les 

fractions Fr3 et Fr4 contiennent également un niveau moyen de produits 

phénoliques car elles ont été éluées avec un éluant contenant 10 à 15 % de 

méthanol, ce qui a donné une activité antioxydante modérée (Figure 3.6). La plus 

faible activité antioxydante de la Fr7 (CI50= 85,20 ± 1,37 μg/mL), bien qu'éluée 

avec une teneur en méthanol plus élevée, est plausiblement liée à une forte 

diminution des composés phénoliques de l'extrait élué dans les fractions 

précédentes. 

 

Les fractions de l’Ex2 ont montré de meilleures activités que les fractions de l’Ex1, 

bien que le contraire ait été démontré par les extraits de margine M1 et M2, cette 

différence peut-être due à leur emplacement différent et aux systèmes d'extraction 

de l'huile d'olive appliqués qui résultent en une variété de composés chimiques à 

des teneurs différentes. 

 

Ces résultats mettent en évidence l'effet synergique entre les fractions de l’Ex1 de 

margine [244, 245]. Il est plus probable qu'un fractionnement plus poussé des 

fractions de colonne puisse conduire à des sous-fractions présentant une activité 

antioxydante plus intéressante. 

 

 

2.3.2.2. Détermination de l’activité antioxydante de l’extrait de margine et ses 

fractions par les méthodes de l’oxyde nitrique et le pouvoir réducteur du cuivre et 

du fer  

Les résultats de l'activité du piégeage du radical NO•  sont exprimés en PI (%) et 

les absorbances réductrice du cuivre (CUPRAC) et du fer (FRAP) des différents 

échantillons et des standards, l'acide gallique et la quercétine, sont résumés dans 

le tableau 3.8. 
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Tableau 3. 8 : Variation de l’activité antioxydante de l’Ex2 et ses fractions par les 

tests de piégeage du NO• et de réduction du cuivre et du fer 

C (2 mg/mL) Abs (CUPRAC) Abs (FRAP) PI (%) NO 

Acide gallique 3,06 ± 0,25 - - 

Quercétine - 1,86 ± 0,40 - 

Acide ascorbique - - 75,8 ± 1,90 

Ex2 2,78 ± 0 ,20 1,77 ± 1,25 70,47 ± 1,95 

Fr’1 2,31 ± 1,23 - 16,88 ± 1,25 

Fr’2 2,79 ± 0,96 - 46,08 ± 2,25 

Fr’3 2,65 ± 0,22 1,78 ± 1,30 56,49 ± 2,02 

Fr’4 2,78 ± 1,30 1,84 ± 0,90 70,02 ± 2,05 

Fr’5 2,74 ± 0,75 1,79 ± 1,60 73,99 ± 0,20 

Fr’6 2,76 ± 1,26 1,77 ± 2,42 77,70± 0,62 

Fr’7 2,92 ± 0,86 1,85 ± 1,08 79,09 ± 1,90 

 

L’extrait total Ex2 de M2 et ses fractions Fr’4, Fr’5, Fr’6 et Fr’7 ont montrés des 

effets piégeurs de NO• marqués en comparaison aux résultats des références 

utilisées et sont révélés efficaces dans les méthodes de FRAP et CUPRAC. La 

Fr’7 est la fraction la plus active dans les 3 tests effectués suivi de la Fr’4 avec des 

pouvoirs réducteurs remarquables. La même fraction Fr’7 ainsi que la Fr’6 

présentent des PI (%) du NO• plus importants que celles de l’acide ascorbique 

avec des valeurs de 79,09 ± 1,90 % et 77,70± 0,62 %, respectivement (Tableau 

3.8). L'hydroxytyrosol et l’oleuropéine les deux composés présent dans la Fr'7 et la 

Fr’4, respectivement, leurs confèrent une activité élevée, car il a été rapporté que 

l'activité antioxydante de divers extraits de margine est directement proportionnelle 

au pourcentage d'hydroxytyrosol libre et à la présence de l’oleuropéine [47, 246, 

247]. Les fractions Fr'5 et Fr'6, qui contiennent la même composition d'acide 

gallique et d'hytroxytyrosol, présentent des activités de réduction du fer et du 

cuivre et des activités inhibitrices du DPPH et de NO•,  relativement similaires. En 

générale, La forte activité antioxydante de l'extrait et ses fractions peut s'expliquer 

par la teneur globale en composés phénoliques et par le type de composés 
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phénoliques présents. En outre, cette activité antioxydante élevée est due à la 

teneur en flavonoïdes, en particulier la rutine et la catéchine trouvées dans l’Ex2 

(Tableau 3.4).  

 

2.3.3. Détermination du facteur de protection solaire  

2.3.3.1. Facteur de protection solaire de l’extrait brut et ses fractions 

Les variations des absorbances de 290-320 nm ainsi que les résultats de l’activité 

photoprotectrice de l’extrait phénolique Ex1 à différentes concentrations sont 

regroupés dans le tableau 3.9 et la figure 3.9.  

 

Tableau 3.9 : Variation des absorbances de l’extrait de margine Ex1 à différentes 

concentrations 

C 

(mg/mL) 
0,1 0,2 0,3 0,4 0,5 0,6 

290 0,67 1,22 1,80 2,33 3,35 3,37 

295 0,44 0,79 1,11 1,41 1,77 1,64 

300 0,32 0,58 0,82 1,06 1,28 1,25 

305 0,26 0,47 0,65 0,82 1,02 0,97 

310 0,21 0,37 0,52 0,65 0,81 0,77 

315 0,18 0,32 0,44 0,55 0,67 0,65 

320 0,16 0,29 0,40 0,49 0,61 0,59 

FPS 

(Ex1) 
2,80 5,06 7,06 8,99 11,15 12.18 

 

 

Figure 3.9 : Variation des FPSS en fonction des différentes concentrations de 

l’extrait phénolique (Ex1) de margine (M1) 
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Les valeurs du FPS des fractions 3-7 en fonction de la concentration sont 

regroupées dans le tableau 3.10. 

 

Tableau 3.10 : Valeurs du FPS des fractions de colonne de l’extrait phénolique 

(Ex1) à différentes concentrations 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

L’augmentation de  la  concentration  a  fait  augmenter  le  facteur FPS de façon 

linéaire pour l’extrait de margine (Figure 3.9) ainsi pour toutes les fractions 

obtenues. Les tableaux qui regroupent les absorbances des fractions [3-7], les 

courbes de variation du FPS à différentes concentrations et les spectres UV de 

tous les échantillons testés en fonction de différentes concentrations sont données 

en appendice B (4-6). 

 

Comme le montrent les données expérimentales (Tableau 3.9 et 3.10), l’extrait 

total et les fractions de colonne de la margine (M1) présentent une activité 

photoprotectrice élevée. Les résultats indiquent que les fractions Fr5 et Fr6 sont les 

meilleures en termes de capacité de protection solaire et sont beaucoup plus 

importantes que l'extrait total, car à une concentration de 0,2 mg/mL, les valeurs 

du FPS sont respectivement de 39,84 et 39,96 (Tableau 3.10). La fraction 7 avait 

également un potentiel photoprotecteur élevé, avec un FPS élevé (34) à 0,5 

mg/mL. Les fractions 3 et 4 étaient moins efficaces que les fractions précédentes 

et ont presque les mêmes propriétés photoprotectrices. Ces fractions ont été 

retenues pour la suite de l’étude pour leur teneur élevée en composés 

C (mg/mL) 0,025 0,05 0,09 0,1 0,2 0,3 0,4 0,5 

FPS (Fr3) -- -- -- 6,55 12,03 16,60 20,49 23,02 

FPS  (Fr4) -- -- -- 4,69 8,51 12,85 17,77 22,91 

FPS  (Fr5) 4,86 8,90 16,23 16,70 39,84 -- -- -- 

FPS  (Fr6) 5,02 10,03 17,10 18,28 39,96 -- -- -- 

FPS  (Fr7) -- -- 12,43 13,91 20,52 23,80 26,49 34 
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phénoliques et leurs résultats antioxydants. Cependant, les fractions Fr1 et Fr2 ont 

montré une faible teneur en polyphénols et une faible activité antioxydante, de 

sorte que leur activité photoprotectrice n'a pas été étudiée. 

 

2.3.3.2. Activité photoprotectrice des fractions combinées 

Les concentrations, qui correspondent à un FPS de 20 (Appendice B 5), des 

fractions 3, 4, 5, 6 et 7 sont respectivement : 0,4, 0,44, 0,12, 0,11 et 0,22 ont été 

mélangées. Les résultats des valeurs du FPS obtenus  en mélangeant deux 

fractions et trois fractions sont donnés dans le tableau 3.11, la concentration des 

solutions correspondant à la valeur moyenne résultant du mélange. L'étude de 

l'activité photoprotectrice de fractions combinées a pour but d'évaluer d’éventuel 

leurs effets et trouver la meilleure combinaison pour améliorer l’efficacité 

photoprotectrice. Les valeurs de FPS inférieures et supérieures à 20 indiquent 

respectivement une diminution et une augmentation de l’effet photoprotecteur.  

 

Tableau 3.11 : Valeurs du FPS des fractions de la margine (M1) combinées à 

deux et à trois 

 Fr (3-4) Fr (3-5) Fr (3-6) Fr (3-7) Fr (4-5) Fr (4-6) Fr (4-7) Fr (5-6) Fr (5-7) Fr (6-7) 

C (mg/mL) 0,42 0,26 0,25 0,31 0,28 0,275 0,33 0,12 0,17 0,16 

290 3,05 4 2,83 4 4 4 4 1,44 2,93 1,81 

295 3,00 3,55 1,90 4 3,88 3,60 4 1,41 2,65 1,69 

300 3,20 3,36 1,76 4 4 4 4 1,47 4 1,75 

305 3,22 2,68 1,59 2,83 4 2,88 4 1,47 4 1,62 

310 2,81 2,60 1,55 2,92 4 3,20 4 1,49 3,44 1,63 

315 2,97 2,58 1,58 3,17 3,47 2,78 4 1,52 3,57 1,60 

320 2,80 2,68 1,61 4 2,62 3,06 4 1,45 3,03 1,63 

FPS 30,89 16,73 16,73 33,45 39,21 33,35 40,01 14,73 37,18 16,68 

 Fr (3-4-5) Fr (3-4-6) Fr (3-4-7) Fr (3-5-6) Fr (3-5-7) Fr (3-6-7) Fr (4-5-6) Fr (4-5-7) Fr (4-6-7) Fr (5-6-7) 

C (mg/mL) 0,32 0,32 0.35 0,21 0,25 0,24 0,22 0,26 0,26 0,15 

290 3,85 2,67 4 2,08 3,98 3,63 2,05 4 4 2,05 

295 2,97 2,16 4 1,78 3,16 2,32 2,05 4 4 1,86 

300 2,52 1,96 4 1,64 4 3,07 1,80 4 4 2,10 

305 2,36 1,78 4 1,55 4 2,39 1,79 4 4 1,98 

310 2,25 1,74 4 1,54 4 2,37 1,79 4 4 1,98 

315 2,32 1,76 4 1,54 4 2,35 1,73 4 4 2,14 

320 2,17 1,72 4 1,54 4 2,45 1,71 4 4 1,93 

FPS 24,51 18,68 40,01 15,99 39,32 25,91 18,11 40,01 40,01 20,19 
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Les combinaisons à deux Fr(3-5), Fr(3-6), Fr(5-6) et Fr(6-7) ont montré une diminution de 

l’effet photoprotecteur, cependant,  les Fr(3-4), Fr(3-7), Fr(4-5), Fr(4-6), Fr(4-7) et Fr(5-7) 

ont montré une augmentation de l’activité photoprotectrice, en particulier Fr4 avec 

Fr5 et Fr7 révélant un effet important. Concernant les combinaisons à trois 

fractions, Fr (3-4-6), Fr (3-5-6) et Fr (4-5-6) ont montré une diminution de l’activité avec 

des valeurs de 18,68, 15,99, 18,11, respectivement. Toutefois, les combinaisons 

Fr (3-4-5), Fr (3-4-7), Fr (3-5-7), Fr (3-6-7), Fr (3-4-5), Fr (4-5-7), Fr (5-7-6) et Fr (4-6-7) ont affiché 

une augmentation du FPS jusqu'à 40,01 pour Fr (3-4-7), Fr (4-5-7) et Fr (4-6-7) qui 

représente une activité très élevé (Tableau 3.11). 

 

L'effet photoprotecteur peut être attribué principalement à la présence de 

composés phénoliques, en particulier les flavonoïdes [233, 248]. En effet, il a été 

prouvé que les flavonoïdes ont des effets photoprotecteurs significatifs en raison 

de leur capacité d'absorption des UV et de leurs effets antioxydants [224, 249-

252]. Ainsi, l'activité photoprotectrice des biophénols et des acides phénoliques de 

margine, tels que le tyrosol, l'hydroxytyrosol, l'oleuropéine, le verbascoside, les 

acides caféique, férulique, chlorogénique et leur efficacité dans le traitement d'une 

série d'affections cutanées ont été étudiées [18] et de même pour les flavonoïdes 

tels que la quercétine, le kaempférol, la galanine et l'apigénine qui ont fait l'objet 

de nombreuses discussions [17]. 

 

La figure 3.10 englobe la variation du FPS de toutes les combinaisons des 

fractions de colonne.  

 

 

Figure 3.10 : Variations de FPS des fractions de Ex1 de la margine (M1) 

combinées 
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L'activité photoprotectrice la plus élevée résultant de la combinaison de deux et 

trois fractions a été obtenue pour, Fr (4-5), Fr (4-7) et Fr (3-7-4), Fr (3-7-5), Fr (4-7-5), Fr (4-7-

6), respectivement (Figure 3.10). Les spectres UV des fractions combinés à deux 

et à trois sont en appendice B 7. 

 

La margine est une source prometteuse d'ingrédients actifs pour de nouveaux 

produits dermo-cosmétiques qui contribuent à maintenir l'homogénéité de la peau, 

à stimuler l'élastine et le collagène et à inhiber la synthèse excessive de mélanine 

en raison de sa forte concentration en phénols bioactifs [253], qui peuvent être 

des filtres UV plus actifs dans les régions UVB que l'acide ascorbique et l'α-

tocophérol, très probablement en raison de leur capacité antioxydante et 

photoprotectrice plus élevée [16]. En outre, il a été constaté que la sécurité des 

produits de protection solaire est directement liée aux agents photoprotecteurs 

actifs sur la peau [254].   
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CHAPITRE 4 

BIOCONVERSION DE TROIS COMPOSES PHENOLIQUES A L’AIDE DE DEUX 

SOUCHES (BACILLUS ET STREPTOMYCES) 

 
 
 

 

Actuellement, les composés phénoliques sont obtenus par synthèse chimique ou 

par extraction. Ils sont également récupérés à partir de sources naturelles par 

extraction solide-liquide ou liquide-liquide à l'aide de solvants organiques. 

Cependant, d'autres techniques ont été utilisées pour obtenir ces composés, 

notamment l'utilisation de fluides supercritiques, les procédés à haute pression et 

l'extraction par micro-ondes ou ultrasons. Au cours des dernières années, plus de 

1 700 articles sur l'extraction des composés phénoliques ont été publiés, ce qui 

montre que ce type de processus est déjà bien étudié. À ce jour, la plupart des 

études publiées portent sur l'obtention de composés phénoliques à l'aide de 

procédés chimiques et physiques. Par exemple, l'acide ellagique commercial est 

obtenu par extraction chimique de matériaux riches en ellagitanins, tels que les 

plantes, à l'aide de méthanol acidifié. Un tel procédé entraîne des coûts élevés et 

une forte contamination du produit [255-257]. Certains de ces procédés ne sont 

pas applicables aux industries alimentaires et/ou pharmaceutiques, dans les deux 

cas en raison de leur coût, de l'utilisation de solvants organiques et de leur faible 

productivité [258-260]. La biotransformation des composés bioactifs est une 

alternative intéressante qui mérite l'attention. Dans ces procédés, les composés 

bioactifs sont obtenus à partir de sources naturelles par des micro-organismes 

grâce à leur métabolisme secondaire ou à une action enzymatique exogène [261, 

262]. 

 

Au cœur de cette exploration scientifique, ce chapitre se penche sur la 

bioconversion des produits  phénoliques, une approche innovante qui tire parti de 

l'activité métabolique de micro-organismes spécifiques du Bacillus et 

Streptomyces pour transformer le pyrogallol, l’acide quinique et l’acide vanillique 

en produits de valeur.  

 



116 
 

 

1. Étude de la bioconversion des acides phénoliques par des souches 

sélectionnées 

1.1. Origine des souches utilisées 

Deux souches microbiennes ont été isolées et purifiées au niveau de notre 

Laboratoire de Chimie de Substances Naturelles et de Biomolécules (LCSN-BioM) 

de l‘Université de Blida 1. Ces microorganismes ont été isolés de l’algue rouge 

Asparagopsis armata, récoltée en février 2016 au niveau du site de la « Corne 

d’Or » à Tipaza (Algérie). 

 

Les souches utilisées sont dénommées 3R et AZ3 de gram positif et mobile et qui 

appartiennent au genre Bacillus et Streptomyces, respectivement (Appendice C 

1). Leurs conditions optimales de croissance de milieu de culture, pH et 

température ont été déjà étudiées [263, 264].  

 

1.2. Etude de croissance des deux souches 

1.2.1. Milieux de culture 

Les milieux de culture LB et ISP2 ont été préparé dans des flacons fermée avec 

du coton et du papier aluminium et stérilisé après ajustement de leur pH  à 7,8 et 

7,2 par des solutions acides (HCl) où basiques (NaOH) à 1M pour 3R et AZ3, 

respectivement. La  stérilisation des milieux a été  réalisée avec l’autoclave 

pendant 20 min à 120 °C. 

 

1.2.2. Repiquage des souches 

Les  souches  microbiennes  utilisées  ont  été  ensemencés  à  l’aide  d’une  anse  

en  platine stérile sur des boites de Pétri de 90 mm contenant les milieux LB pour 

3R et ISP2 pour AZ3. Ces boîtes ont  été  incubées à 30°C pendant 24h et 48h 

pour Bacillus et Streptomyces, respectivement. 

 

1.2.3. Préparation de l’inoculum 

Cette étape consiste à préparer une suspension bactérienne en prélevant des 

colonies bien isolées et identiques de chacune des souches  obtenues d'une 

culture jeune et pure de 18 à 24 h et les décharger dans 100 mL de milieu de 
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culture  (LB et ISP2) liquide stérilisé, puis  agiter quelques minutes et  incuber à 30 

°C pendant 24 h pour 3R et 48h AZ3, sous une agitation de 250  rpm.  

 

1.2.4. Suivi de croissance des souches 3R et AZ3 

Des Erlenmeyers  de  100 mL  avec  un  volume  utile  de  10 mL  contenant les 

mêmes milieux liquides (LB et ISP2) ont été inoculés par 5 % de pré-culture. 

L’incubation a été faite pendant 7 jours à la température adéquate et sous 

agitation de  250  rpm.  Des mesures de DO  à 600 nm ont été effectuées sur des  

prélèvements  réguliers. 

 

1.3. Détermination de la concentration assimilable non inhibitrice en milieu solide 

La méthode de diffusion en milieu solide a été utilisée pour déterminer la 

sensibilité des deux souches 3R et AZ3 aux acides phénoliques utilisés comme 

précurseurs. Les acides phénoliques ont été solubilisés dans du diméthylsulfoxyde 

(DMSO) pour déterminer leur effet inhibiteur à différentes concentrations, à savoir 

5, 0,5 et 0,05 mg/mL pour 3R et 0,05 mg/mL pour AZ3. 

 

La procédure générale pour déterminer la concentration assimilable non inhibitrice 

comprend les mêmes étapes décrites dans le chapitre 3. 

 

1.4. Procédure de la bioconversion 

5mg des substrats (acides phénoliques) ont été ajoutés à un volume de 100 mL de 

préculture fraiche préparé de la même manière à celle utilisée pour établir la 

courbe de croissance des souches 3R et AZ3 et déposés dans des Erlenmeyers 

de 500 mL. Trois analyses correspondant à la solution de bioconversion pour 

chaque acide, ainsi que des témoins chimiques (solution contenant l’acide seul) et 

biologiques (solution contenant la souche seule) ont été effectuées dans des 

conditions aseptiques à une concentration de 0,05 mg/mL. 

 

L’incubation a été réalisée à 30°C et le jour de la croissance maximale des deux 

souches 3R et AZ3, une centrifugation a été réalisée à l’aide de la centrifugeuse à 

4500 tour/min pendant 30 min. A l’issue de cette étape, le surnageant obtenu a été 

soumis à une extraction liquide-liquide à l’acétate d’éthyle (Figure 4.1). 
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1.5. Suivi de la bioconversion par CG/SM et CG/DIF 

Les acides purs et les fractions obtenues ont fait l’objet d’analyses par CG/SM. Le 

même système d’injection et la même colonne mentionnée dans le chapitre 2 (& 

2.4.2) ont été utilisés dans cette étude, de même pour les bases d’identification 

des composés obtenus. L’analyse par CG/DIF a été utilisée pour la quantification. 

 

Le programme de température des 3 acides phénoliques a été comme suit : 200 --

10 °C.min-1 --  300 (5’). Concernant les fractions recueillis, le programme suivant a 

été appliqué : 100 (3’) --5 °C.min-1-- 220 --10 °C.min-1-- 270 (5’). 

 

 

Figure 4.1 : Extraction des produits de valeur par la bioconversion des acides 

phénoliques 
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2. Résultats et discussion 

2.1. Cinétique de croissance des souches 3R et AZ3 

Des prélèvements réguliers ont été  effectués  afin  de  déterminer  la  croissance  

bactérienne  des deux souches 3R et AZ3 du genre Bacillus et Streptomyces, 

respectivement (Figure 4.2). 

  

 

Figure 4.2 : Cinétique de croissance bactérienne des deux souches 3R et AZ3 

 

Le suivi de leur croissance en fonction du temps montre que la souche 3R atteint 

son maximum au 2ème jour de culture avec une DO à 600 nm  d’environ  2,18, 

ainsi,  le maximum  de  croissance  de la souche AZ3  est au 3ème jour avec une 

DO de 2,4.  Au-delà  de  cette  période,  les  densités  optiques commencent  à  

diminuer jusqu’au des valeurs de DO de 0,35 et 0,43 pour 3R et AZ3, 

respectivement. 

 

2.2. Détermination de la concentration assimilable non inhibitrice 

La souche 3R a montré une légère sensibilité lorsqu'elle a été soumise à une 

concentration de 5 mg/mL des acides phénoliques. La concentration de 0,05 

mg/mL est la concentration assimilable non inhibitrice qui a fait l'objet de la 

bioconversion, car les deux souches ont montré une résistance en absence totale 

de zones d'inhibition. (Appendice C 2). 
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2.3. Produits de la bioconversion par analyse CG/SM et CG/DIF 

Les acides pyrogallique (P), quinique (Q) et vanillique (V) soumis à des tests de 

bioconversion ont permis de récupérer des phases organiques riches en 

métabolites secondaires. L’analyse CG/SM et CG/DIF des acides phénoliques 

seuls et des différentes fractions obtenues au jour 2 et 3 pour les souches 3R et 

AZ3, respectivement, a été effectué dans les conditions mentionné 

précédemment. Les profils chromatographiques de la bioconversion des 3 

composés phénoliques sont mentionnés en appendice A (3-5).  

 

Le tableau 4.1 regroupe les différents dérivés phénoliques obtenus par la 

bioconversion des 3 acides, pyrogallique, quinique et vanillique  et leurs teneurs 

en utilisant les deux souches 3R et AZ3 du genre Bacillus et Stresptomyces, 

respectivement. 

 

Tableau 4.1 : Produits obtenus par la bioconversion des 3 acides en utilisant les 

souches 3R et AZ3 

N° Produits IRLcal IRLlit 

% (P) % (Q) % (V) 

3R AZ3 3R AZ3 3R AZ3 

1 Phénylméthanol 1036 1036 _ 5,81 1,54 _ 3,9 _ 

2 Guaiacol 1097 1095 _ _ _ _ _ 6,62 

3 Phényléthanol 1120 1118 4,17 _ _ _ _ 7,05 

4 Acide benzoïque 1150 1150 11,75 _ _ _ _ _ 

5 
Acide 

phénylacétique 
1257 1257 _ 13,48 _ _ _ 1,33 

6 Tyrosol 1430 1432 7,57 _ _ _ _ 59,19 

7 Acétovanillone  1481 1483 _ _ _ _ _ 3.06 

8 
Acide (p-

hydroxyphényl) 
acétique) 

1556 1558 _ _ _ _ _ 16.37 

9 Acétate de tyrosol 1566 1567 68 41,34 98,4 _ 96,09 6.36 

10 
7,9-Di-tert-butyl-1-

oxaspiro (4,5) deca-
6,9-diene-2,8-dione  

1931 1929 8,51 _ _ _ _ _ 
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L’examen du tableau 4.1 montre une bioconversion totale des acides phénoliques 

par la souche 3R, qui donne naissances à d’autres produits de valeur, 5 pour 

l’acide pyrogallique et 2 pour l’acide quinique et vanillique. La bactérie (3R) du 

genre Bacillus a transformé l’acide pyrogallique en phénols simples tels que le 

phényléthanol (3); l’acide benzoïque (4); le tyrosol (6); l’acétate de tyrosol (9) et en 

seule flavonoïde 7,9-Di-tert-butyl-1-oxaspiro (4,5) deca-6,9-diene-2,8-dione (10). 

La bioconversion des deux acides quinique et vanillique a permi d’avoir les 

mêmes produits phénoliques simples; le phénylméthanol (1) et l’acétate de tyrosol 

(9).  

 

Tous les produits obtenus sont des composés phénoliques et l’acétate de tyrosol 

étant le produit majoritaire obtenu après la bioconversion des 3 acides 

phénoliques par la souche 3R. 

 

La bioconversion des 3 produits phénoliques par l’actinomycète AZ3 du genre 

Streptomyces a été bénéfique en termes de produits phénoliques simples pour 

l’acide pyrogallique et vanillique. 3 composés ont été obtenus par la bioconversion 

de l’acide pyrogallique à savoir, le phénylméthanol (3); l’acétate de tyrosol (9) et 

l’acide phénylacétique (5), par contre la souche AZ3 n’a donné aucun produit 

phénolique de l’acide quinique (Tableau 4.1). L’acide vanillique est le meilleur 

composé en terme de bioconversion par l’actinomycète AZ3 pour les 6 produits 

phénoliques formés (guaiacol (2); phényléthanol (3); acide phénylacétique (5); 

tyrosol (6); acétate de tyrosol (9) ; l’acide (p-hydroxyphényl) acétique) (8)  et 

l’acétovanillone (7). Le tyrosol et l’acétate de tyrosol sont les produits majoritaires 

de la bioconversion des acides vanillique et pyrogallique, respectivement. 

En termes de composition chimique des extraits recueillis à partir des tests de 

bioconversion des 3 composés phénoliques, plus de produits de valeurs ont été  

découvert après la bioconversion du pyrogallol et l’acide vanillique par les deux 

souches 3R et AZ3, respectivement. 

 

La biosynthèse de différents composés phénoliques est provoquée chez les 

bactéries, les champignons et les plantes par la voie de shikimate qui donne 

comme produit final le chorismate [265] (Figure 4.3).  
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Figure 4.3 : Voies de biosynthèse du phénylpyruvate et 4-hydroxyphénylpyruvate 

 

Dans les voies (voies du phénylpyruvate/4-hydroxyphénylpyruvate), que la plupart 

des micro-organismes semblent utiliser [266, 267], le préphénate formé de 

mutation du chorismate par l’enzyme chorismate mutase (CM) est d'abord soumis 

à une déshydratation/décarboxylation ou à une décarboxylation suivi d’une 

déshydrogénation par l’enzyme préphénate déshydrogénase (PDH) pour former 

respectivement du phénylpyruvate ou du 4-hydroxyphénylpyruvate (Figure 4.3).  

 

Ces composés peuvent être des produits ou des intermédiaires pour la production 

ou la transformation des substrats. La figure 4.4 indique des voies plausibles de 

bioconversion de l’acide pyrogallique. 
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Figure 4.4 : Voies de bioconversion du pyrogallol proposées 

Les deux souches 3R  et AZ3 ont transformé l’acide pyrogallique en shikimate 

(Figure 2.6). Ce dernier est l’intermédiaire principale de la biotransformation du 

pyrogallol en phénols (1, 3, 4, 5, 6, 9) par des réactions de déshydratation pour 

avoir l’acide benzoïque (4) qui donne le phénylméthanol (1) après une réduction et 

le phénylpyruvate, le 4-hydroxyphénylpyruvate étant des intermédiaires (Figure 

4.3). La décarboxylation du phénylpyruvate suivi d’oxydation conduit à l’acide 

phénylacétique (5) qui a subi une réduction pour obtenir le phényléthanol (3) et en 

parallèle les mêmes réactions qui se suivent sur le 4-hydroxyphénylpyruvate ont 

résulté le tyrosol (6) qui a donné l’acétate de tyrosol (9) après une acylation 

(Figure 4.4). 
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Figure 4.5 : Voies de bioconversion du pyrogallol au flavonoïde (10) proposées 

  

Le flavonoïde 7,9-Di-tert-butyl-1-oxaspiro (4,5) déca-6,9-diène-2,8-dione (10) a été 

produit par la bioconversion du pyrogallol en premier au shikimate aboutissant au 

4-hydroxyphénylpyruvate de mêmes étapes précédentes (Figure 4.3). Ce dernier 

a été partiellement réduit en alcool en C2 puis déshydraté en alcène délocalisé en 

carbone C3 jusqu’à formation d’une cétone par isomérisation. L’hydrolyse de la 

double liaison a donné la fonction alcool en C4. Pour l’attaque de l’oxygène en C1 

et la formation d’un deuxième cycle par déshydratation (Lactonisation) suivi d’une 

alkylation avec deux tertiobutyles (tBu) au niveau des C7 et C9 (Figure 4.5).  
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Figure 4.6 : Voies de bioconversion de l’acide quinique proposées 

 

L’acide quinique n’a subi de biotransformation que de la part de la souche 3R, 

l’autre souche AZ3 s’est montrée inactive. En premier lieu, la bioconversion a été 

effectuée par déshydratation totale du phényle suivi d’une réduction d’acide en 

alcool conduisant au phénylméthanol (1) et en deuxième lieu, une déshydratation 

partielle a conduit à l’acide shikimique qui donne le 4-hydroxyphénylpyruvate 

(Figure 4.3). Ces intermédiaires  ont permis d’avoir l’acétate de tyrosol (9) après 

une décarboxylation suivi de réduction et acylation (Figure 4.6). 
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Figure 4.7 : Voies de bioconversion de l’acide vanillique proposées 
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La biotransformation de l’acide vanillique par déméthoxylation suivi d’une 

déshydratation a conduit à l’acide benzoïque qui a été l’intermédiaire de 

production du phénylméthanol (1).  La carboxylation de l’acide vanillique avec le 

phosphoénolpyruvate (PPP) à conduit à un intermédiaire essentiel pour la 

biotransformation des différents produits, ce dernier a subit une déméthoxylation 

suivi de déshydratation pour avoir le préphénate. L’enzyme phénylacétaldéhyde 

synthase (PAAS) le transforme en phényl acétaldéhyde [268] conduisant à son 

rôle au phényléthanol (3) et en acide phényacétique (5) par réduction et oxydation, 

respectivement. Le gaïacol (2) a été produit par décarboxylation de l’acide 

vanillique, ce dernier a subi une réduction pour conduire à l’acétovanillone (7) 

(Figure 4.7).  

 

Tous les produits obtenus présentent des propriétés biologiques et 

pharmacologiques plus intéressantes des produits de départ, tels que le tyrosol 

qui présente un large éventail d'avantages pour la santé et exercent des activités 

telles que des effets cardioprotecteurs [269], antiviraux [270], anti-inflammatoires 

[271] et anticancéreux [272]. Cependant, le tyrosol est encore rarement utilisé 

comme complément alimentaire ou comme stabilisateur et antioxydant dans les 

aliments, les cosmétiques ou les préparations industrielles, probablement en 

raison de sa nature hydrophile et des problèmes liés à son extraction des 

solutions aqueuses [273]. En outre, il est généralement bien absorbé par les 

cellules, ce qui explique leur activité biologique élevée. Les dérivés acylés du 

tyrosol ou autres ont eu l’intention d’être plus bénéfiques que les composés 

d'origine [274, 275]. Les dérivés esters du tyrosol présentent de meilleures 

activités antimicrobiennes et antileismaniaques que le tyrosol, cet effet pouvant 

être attribué à sa lipophilie accrue [276].  Par exemple, l'acétate de tyrosol a un 

effet cytotoxique plus important sur les lignées cellulaires cancéreuses et il exerce 

une activité antithrombotique supérieure à celle du tyrosol [277, 278].  Le guaïacol 

a été déjà catabolisé de l’acide vanillique par Streptomyces setonii Crawford [279], 

il a suscité beaucoup d'intérêt en raison de ses multiples activités biologiques, 

telles que ses propriétés analgésiques, antioxydantes et antimicrobiennes [280, 

281].  

 
 



128 
 

 

CONCLUSION 

 
 
 
 

La  présente  étude  portant  sur  l’étude chimique et la valorisation biologique des 

polyphénols des margines a été organisée en 4 chapitres. 

   

Le  premier  chapitre  a  été  consacré  à  une  revue  bibliographique  dans  

laquelle  nous avons donné un aperçu concis et clair sur  l’industrie oléicole, la 

production, la consommation et les systèmes d’extraction d’huile d’olive à l’échelle 

nationale et internationale. Nous avons enchainé avec les sous produits obtenus 

pour se focaliser à un état des connaissances sur les caractéristiques 

physicochimiques et biologiques des  margines ainsi que les méthodes de 

traitements et valorisation chimique et biologique. Les margines ne subissent 

aucun traitement et sont souvent stockées dans des bassins d’évaporation, 

déversés dans les égouts ou épandus sur le sol. Les produits phénoliques étant 

les molécules les plus importantes de cet effluent, nous avons consacré une partie 

non négligeable sur leur classification, biosynthèse et activités biologiques. 

Ensuite, nous  avons  discuté  l’application de la bioconversion sur les produits 

phénoliques constituants de la margine. 

 

Le chapitre 2, porte sur l’étude chimique de l’HE et de la FV et la détermination de 

l’activité antimicrobienne, antioxydante et photoprotectrice de margine. La 

première  partie  a  été  réservée  à  une  étude  chimique comparative  d’HE  et  

de la  FV  . L’HE a été obtenue par hydrodistillation à partir de  la margine brute 

avec un rendement de 0,09 %. La FV a été préparée par hydrodistillation, en 

utilisant le montage de Dean  Starck modifié,  à  partir  de  l’extrait  brut  de 

margine  avec  un  rendement  de  6,6 %. Les deux huiles ont été soumises à une 

analyse par CG/SM et par CG/DIF pour,  respectivement,  identifier et déterminer 

la teneur des différents constituants.  L’analyse chimique de margine a permis 

l’identification de  40 et 39 composés représentant 90,17 % et 99,26 %  de  la  

composition  globale  de  l’HE  et  de  la  FV, respectivement. La composition 

chimique de l’HE et la FV renferme 3 classes chimiques et un groupe de 

composés diversement fonctionnalisés. Les classes chimiques essentiellement 
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présentes sont les phénols,  les  acides gras saturés et  insaturés et les terpènes. 

L’examen rigoureux de la composition chimique de l’HE et la FV a permis de 

développer  une  discussion  très  fructueuse  concernant  les  voies métaboliques  

intervenant dans  le  processus  de  biosynthèse  au  sein  de  la margine par la 

microflore endogène.  Sur  la base de cette discussion, nous avons établi un bilan 

des voies métaboliques impliqués dans laquelle et on a proposé des voies  de  

biosynthèse  plausibles  concordantes  avec  celles  déjà  élucidées  et 

confirmées.  

 

L’étude  chimique  a été complété par  la  détermination  de  l’activité 

antimicrobienne vis-à-vis  de  douze  souches,  comparées  par  rapport  à  deux  

antibiotiques  (chloramphénicol, kanamycine),  5  bactéries gram  positif,  5 gram 

négatif et 2 levures, l’évaluation de l’activité antioxydante à l’aide du DPPH, 

comparé avec le BHT, BHA, l’α-tocophérol et l’acide ascorbique et l’étude de 

l’activité photoprotectrice en calculant leur FPS. Les résultats obtenus ont révélé 

que la FV  est plus active que l’HE, en termes d’activité antimicrobienne, le 

contraire pour l’activité antioxydante et une activité photoprotectrice très faible des 

deux huiles.  

 

Le chapitre 3 porte sur l’étude chimique de deux extraits phénoliques de deux 

margines différentes, une issue d’huilerie moderne  de Blida (M1) qui traite 

notamment les olives de la plaine de la Mitidja et une issue d’une huilerie 

traditionnelle de Tizi-Ouzou (M2) qui traite des olives provenant des montagnes de 

la Djurdjura. Sept fractions distinctes ont été obtenues à partir de chaque extrait 

brut, qui a été réalisé par extraction liquide-liquide avec de l'acétate d'éthyle après 

délipidation à l'hexane, puis séparé sur une colonne de gel de silice ouverte en 

utilisant un mélange d'éluant de chloroforme et de méthanol. Les deux extraits et 

leurs fractions collectées ont été étudiés pour leur teneur en polyphénols.  L’Ex1 et 

ses fractions ont subi les mêmes activités biologiques effectuées dans le chapitre 

2. L’Ex2 et ses fractions ont fait l’objet des analyses chimiques CLUP/ESI/SM/SM, 

et CLHP/DAD-UV, respectivement. Les principaux composés appartiennent aux 

acides phénoliques et flavonoïdes. L’activité antimicrobienne a montré les valeurs 

de CMI les plus élevées pour l’extrait total Ex1 allant de 1,56 à 6,25 mg/mL et la 

Fr4 a montré la meilleure activité contre B. subtilis et les levures C. albicans et S. 
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cerevisiae avec CMI de 3,13 mg/mL et de 6,25 mg/mL, respectivement. L'Ex1 a 

montré la teneur en phénols, en flavonoïdes totaux et l'activité antioxydante la plus 

élevé pour le piégeage du DPPH, suivi par la Fr5 avec des valeurs CI50 de 34,69 ± 

2,29 et 72,42 ± 2,57, respectivement. D'autre part, l’Ex2 a montré l'activité 

antioxydante la plus faible et la Fr'4 était la meilleure fraction en termes de teneur 

en phénols, de flavonoïdes et d'activité antioxydante contre le DPPH (IC50 de 

20,59 ± 0,24).  Les tests antioxydants de l'Ex2 et de ses fractions par les méthodes 

de CUPRAC, FRAP et NO ont montré que la Fr'7 était la meilleure, avec des 

activités proches des standards utilisés. En outre, L’Ex1 et toutes ses fractions 

testées ont montré une forte activité photoprotectrice à de faibles concentrations. 

Les combinaisons de fractions phénoliques à deux et à trois ont été également 

appliquées pour la détermination de leur efficacité en terme du FPS, les résultats 

ont démontré que l’extrait et les fractions phénoliques de margine peuvent 

constituer une excellente option pour une utilisation en tant que phytoconstituants 

antimicrobiens, antioxydants et photoprotecteurs. 

 

Le chapitre 4 a traité de la bioconversion de 3 produits phénoliques, à savoir le 

pyrogallol, l'acide quinique et l'acide vanillique, par deux souches différentes, de la 

bactérie 3R du genre Bacillus et de l'actinomycète AZ3 du genre Streptomyces. Il 

y avait un double objectif, l’un académique qui consistait à voir le comportement 

des deux souches vis-à-vis des trois composés phénoliques et l’autre est de 

comprendre les voies métaboliques mis en jeu et les produits de biotransformation 

obtenus. Les conditions opératoires idéales, telles que le pH et les milieux de 

culture adaptés à la croissance des deux bactéries, ont déjà été étudiées. Les 

milieux LB et ISP2 avec des pH de 7,8 et 7,2 ont été utilisés pour la souche 3R et 

la souche AZ3, respectivement. Un surnageant a été obtenu après la 

bioconversion de chaque produit phénolique par les deux souches. Tous les 

extraits recueillis ont été soumis à des analyses CG/SM et CG/DIF. Le pyrogallol 

est le meilleur produit en termes de variété de composés phénoliques obtenus 

après sa bioconversion par la bactérie 3R et, en parallèle, l'acide vanillique par sa 

bioconversion par l'actinomycète AZ3.  Tous les composés obtenus à partir de ces 

tests de bioconversion sont très importants et présentent une large gamme 

d'activités biologiques et pharmacologiques. 
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PERSPECTIVES 
 
 
 
 

 Etude  pharmacologique  (activités  antidiabétique,  anti-cholinestérase,  anti-

inflammatoire,  …) des extraits et fractions des margines. 

 

 Application de la bioconversion par les deux souches 3R et AZ3 sur l’huile 

essentielle et la fraction volatile des margines. 

 

 Application de la bioconversion par les deux souches 3R et AZ3 sur les 

fractions de colonne contenant les produits testés. 

 

 Utilisation des extraits ou des fractions de ces effluents comme additifs 

alimentaires et l’évaluation de leur effet sur la conservation et la qualité 

microbienne des aliments. 

 

 Isolement du tyrosol et de l’acétate de tyrosol des fractions obtenues après la 

bioconversion. 

 

 Formulation des nanoparticules à base des extraits ou des fractions 

phénoliques. 
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APPENDICE A 
Profils chromatographiques 

 

 

 

Appendice A 1 : Profils chromatographiques CG/SM de l’HE et de la FV de 
margine 
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Appendice A 2 : Profils chromatographiques HPLC des fractions de margine 

 

 

 

    

Appendice A 3 : Profils chromatographiques CG/SM des acides phénoliques (P) : 
Acide pyrogallique, (V) : Acide vanillique, (Q) : Acide quinique 
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Appendice A 4 : Profils chromatographiques CG/SM de la bioconversion des 3 
acides phénoliques par la souche 3R 
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Appendice A 5 : Profils chromatographiques CG/SM de la bioconversion des 2 
acides phénoliques par la souche AZ3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(P) 

(V) 



165 
 

 

Appendice B 

Analyse phytochimique et activités biologiques des différents échantillons 

testés 

 
 

 

 

Appendice B 1 : Révélation des plaques CCM des extraits de margine et de leurs 

fractions  
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Appendice B 2 : Variations des PI (%) de l’Ex1 de margine et ses fractions en 
fonction de concentration par la méthode de DPPH 

 
 

 

Appendice B 3 : Variations des PI (%) de l’Ex2 de margine et ses fractions en 
fonction de concentration par la méthode de DPPH 

 
Appendice B 4 : Valeurs des absorbances [290-320 nm] des Fr [3-7] à différentes 

concentrations 

Fr3 0,5 0,4 0,3 0,2 0,1 

290 2,512 2,471 2,26 1,848 1,115 

295 2,413 2,262 1,959 1,461 0,818 

300 2,371 2,085 1,713 1,241 0,675 

305 2,273 2,025 1,586 1,143 0,619 

310 2,189 1,944 1,561 1,118 0,602 

315 2,291 1,973 1,594 1,131 0,612 

320 2,251 1,991 1,631 1,164 0,632 
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Fr4 0,5 0,4 0,3 0,2 0,1 

290 3,406 2,37 1,768 1,153 0,643 

295 2,671 2,015 1,495 1,01 0,554 

300 2,572 1,953 1,38 0,895 0,499 

305 2,123 1,687 1,252 0,826 0,454 

310 2,103 1,651 1,156 0,788 0,429 

315 1,92 1,515 1,124 0,748 0,415 

320 1,861 1,557 1,115 0,736 0,406 

 

Fr5  0,1 0,09 0,05 0,025 0,0125 

290 1,567 1,593 0,878 0,491 0,267 

295 1,581 1,523 0,873 0,486 0,265 

300 1,699 1,597 0,895 0,487 0,264 

305 1,646 1,611 0,881 0,483 0,26 

310 1,692 1,716 0,901 0,488 0,264 

315 1,704 1,655 0,9 0,488 0,263 

320 1,71 1,617 0,877 0,472 0,253 

 

Fr6 0,1 0,09 0,06 0,05 0,025 

290 1,883 1,721 1,204 1,069 0,543 

295 1,741 1,662 1,2 1,042 0,522 

300 1,814 1,781 1,173 1,019 0,513 

305 1,884 1,68 1,139 0,989 0,495 

310 1,759 1,714 1,141 0,991 0,494 

315 1,887 1,629 1,145 0,988 0,485 

320 1,795 1,614 1,112 0,947 0,484 

 

Fr7 0,5 0,4 0,2 0,1 0,09 

290 3,315 2,615 2,326 1,565 1,413 

295 3,181 2,659 2,121 1,487 1,337 

300 3,45 2,812 2,147 1,441 1,284 

305 3,323 2,991 2,044 1,36 1,229 

310 3,578 3,042 1,946 1,351 1,191 

315 3,371 3,05 1,885 1,326 1,175 

320 3,323 2,905 1,973 1,268 1,142 
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Appendice B 5 : Courbes de variation du FPS des Fr [3-7] en fonction de 

concentration 
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Appendice B 6 : Spectres UV de l’EX1 et de ses fractions [3-7] à différentes 

concentrations 

 

      
Appendice B 7 : Spectres UV des combinaisons de fractions [3-7] à deux et à 

trois 
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Appendice C 

Bioconversion des composés phénoliques 
 
 
 
 

 

Appendice C 1 : souches 3R et AZ3 sous microscope 

 

 

Appendice C 2 : Sensibilité des acides phénoliques aux souches 3R et AZ3 
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