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 ملخص

 ).البطم(قمنا في هذه الأطروحة بدراسة الليبيدات و الفينولات في الأجزاء المختلفة لشجر للفستق الأطلسي 

بين التحليل الكروماتوغرافيا الغازية للجزء المتصبن أن زيت الثمرة يحتوي على الأحماض الدهنية المعروفة              

تم تحديد التركيب الغليسريدي للزيت بطريقة تاكروماتوغرافيا السائلة ذات          . يككحمض البالميتيك و اللينولي   

أظهرت النتائج أن الزيت يحتوي على الغليسريدات       . الضغط العالي و كذا بطريقة التحلل المائي بأنزيم الليباز        

 هذين الحمضين الأخيرين    الثلاثية المتكونة من اتحاد الأحماض الدهنية البالميتيك و الأولييك و اللينولييك و أن            

 .على الترتيب% و % لجزيء الغليسرول بنسبتين  . يشغلان الموضع 

بينت دراسة الجزء اللامتصبن أن زيت الثمرة غني بالتوكوفيرولات و تم تحديد النسب المئوية للستيرولات                 

من بين  . ى ستة ستيرولات  أدى التحليل التكميلي لأطياف الكتلة بالتعرف عل      . بطريقة الكروماتوغرافيا الغازية  

 .النادر وجودهما في الزيوت النباتية) الكوليستيرول و الستيغماستانول(هذه الستيرولات نسجل وجود ستيرولين 

مكنت دراسة الفينولات أن الأجزاء المدروسة من الشجرة غنية بالمركبات الفينولية مما أدى إلى امتلاك                  

 .كسدة عاليةمستخلصات هذه الأجزاء لفعالية مضادة للأ

 

Abstract 

This work is devoted to the study of lipids and phenols of the differents parts of the Pistacia 

atlantica tree. 

The fatty acids were analysed by GLC. The glyceridic fraction is mainly composed of oleic, 

linoleic, palmitic and stearic acids. 

Triacylglycerols were analyzed by HPLC and the main species of triacylglycerols were thus 

identified and quantified. The nature of fatty acids in Sn-2 position of glycerol have been 

determined by enzymatic hydrolysis using porcine pancreatic lipase. 

In the insaponifiable matter, tocopherol content is high in the α and γ isomers being the most 

abundant. 

The structure of six sterols have been identified using the couplage mass specrtomerty and 

GLC. 

The second part of this studie concerns the extraction and quantification of the phenolic 

compounds from the different parts of pistacia atlantica tree and to study the antioxidant 



activity of total phenolic extract and to caracterize the new natural compounds of potential 

therapeutic interest from this plant. 

 

Résumé 

Ce travail est consacré à la caractérisation des molécules lipidiques et phénoliques des 

différentes parties de l’arbre de Pistachier de l’Atlas. 

L’étude CPG de la fraction glycéridique de l’huilez de fruit a permis l’identification de cinq 

acides gras majoritaires ( acides : oléique, palmitique, linoléique, palmitique et stéarique). 

Les triglycérides constitutifs de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas ont pu être déterminés 

par la digestion enzymatique et par CLHP. Nous trouvons principalement les triglycérides 

OLL, LOO, OOO, POO et POL, accompagnés en plus de PPL, PPO et LLL. 

La digestion enzymatique ménagée des triglycérides par la lipase pancréatique de porc nous 

indique que l’acide oléique contribue d’environ 57 % à l’estérification de la position Sn-2 de 

la molécule de glycérol. L’acide linoléique y prend sa part de 34 %. 

Dans la fraction insaponifiable de l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas, les tocophérols sont 

abondants et riches en deux isomères α et γ. Les proportions relatives des stérols ont été 

déterminées par CPG. Six stérols sont identifiés par l’analyse complémentaires des spectres 

de masse. Certains de ces composés ( le cholestérol et le stigmastanol) sont rarement 

rencontrés dans les huiles végétales. 

L’études des phénols des différentes parties de la plantes a permis de mettre en évidence la 

richesse de ces parties en composés phénoliques. 

L’activité antioxydante des extraits phénoliques a été déterminée par deux méthodes : 

Chimique et biologique. Une corrélation entre l’activité antioxydante et la teneur en composés 

a été établie. 

La lutéoline, l’acide gallique, le gallate de méthyle , hispidine et hispolone ont été isolés pour 

la première fois dans les extraits des fruits, gales et champignon de l’arbre de Pistachier de 

l’Atlas. 

Une nouvelle molécule de dérivé hydroxycinnamique  a été isolée pour la première fois de 

l’extrait méthanolique du champignon. 
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INTRODUCTION   

 

Cette étude est consacrée à la valorisation phytochimique de l’arbre de Pistachier de 

l’Atlas (Pistacia atlantica). Cette valorisation consiste à étudier les principaux constituants 

chimiques des différentes parties de la plante à savoir : les feuilles, les fruits, les gales et la 

partie dégradée de l’arbre (champignon) d’une part et de mettre en évidence leurs 

importances sur le plan nutritionnel et pharmaceutique d’autre part. Les trois dernières 

parties suscitées sont connues par la population locale sous les noms «El Khodiri, El Afse 

et Sora» respectivement. 

Le Pistachier de l’Atlas est une plante de la famille des anacardiacées. Cette famille 

recense plusieurs espèces réparties en plusieurs genres, les plus connus sont : le Pistacia 

vera, le Pistacia lentiscus et le Pistacia terebenthius [1]. L’une des principales 

caractéristiques du Pistachier de l’Atlas est sa très grande résistance à la sécheresse. 

Ce travail a été entrepris pour plusieurs raisons : 

• Tout d’abord, cet arbre est couramment rencontré dans toutes les zones steppiques et 

présahariennes et mêmes dans le Hoggar [2]. C’est une plante souvent employée en 

médecine traditionnelle, à des usages divers.  D’ailleurs, les fruits, les gales et le 

champignon de Pistachier de l’Atlas sont disponibles dans les marchés locaux du sud 

algérien. 

• Le fruit de cette plante est riche en matière grasse. L’huile du fruit est utilisée comme 

matière première pour la saponification, pour l’éclairage et pour la préparation des 

cosmétiques adoucissants [3]. Mise à part son utilisation en alimentation des 

troupeaux, il est également utilisé par la population locale d’une façon artisanale en 

médecine traditionnelle comme antiseptique et antidiarrhéique.  

• Certaines plantes de la famille des anacardiacées sont utilisées comme plantes 

médicinales en Turquie et en Iran. Il a été constaté qu’un certain nombre de composés 

extraits des plantes de cette famille et notamment l’espèce Pistacia lentiscus  présente 

des propriétés antifongiques et antibactériennes et antioxydantes [4-11]. 
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Si les autres espèces du Pistachier ont déjà fait l’objet de nombreuses études concernant la 

composition chimique des feuilles et gales en huiles essentielles, flavonoïdes et tanins [12-

17], peu de travaux ont été consacrés à l’étude des constituants chimiques des différentes 

parties du Pistachier de l’Atlas. Seule la composition en acides gras totaux de l’huile et la 

composition en protéines et acides aminés et éléments minéraux de son tourteau ont été 

déterminées [18-20]. Il nous a paru intéressant, d’une part, de confirmer puis d’approfondir 

ces observations et les comparer, et d’autre part, d’étendre cette étude aux autres 

constituants de l’huile, tels que les triacylglycérols, la fraction insaponifiable (stérols, 

tocophérols) et aux autres constituants phénoliques. 

Une première partie de ce travail sera consacrée à l’étude de deux fractions saponifiable et 

insaponifiable de l’huile du fruit, car, à notre connaissance, aucune analyse chimique de la 

fraction lipidique insaponifiable n’a été conduite auparavant sur cette espèce. Nous 

montrerons dans un premier temps comment en combinant des méthodes 

chromatographiques, nous déterminerons  la composition en acides gras totaux et la nature 

des triacylglycérols ainsi que la distribution des acides gras sur les positions internes et 

externes de la chaîne du glycérol. Dans un second temps, nous étudierons la composition 

qualitative et quantitative des tocophérols de façon à connaître le potentiel vitaminique de 

l’huile. Nous envisagerons ensuite l’analyse des stérols, composés qui seront identifiés par 

le couplage chromatographique en phase gazeuse avec la spectrométrie de masse.  

Dans une deuxième partie, nous allons étudier la composition chimique du tourteau du fruit 

et autres parties de la plante en produits phénoliques. Dans cette partie, nous nous 

intéressons à quantifier les phénols totaux et les flavonoïdes et étudier l’activité 

antioxydante et antiradicalaire de tous les différents extraits polaires, et nous essayerons 

d’isoler et caractériser par la combinaison de techniques analytiques chromatographiques 

et spectroscopiques les molécules responsables de cette activité. A notre connaissance, il 

n’existe pas dans la littérature des travaux concernant cette deuxième partie. 

A l’issue de cette étude, nous pourrons établir une carte d’identité pour chacune des parties 

étudiées de l’arbre ce qui conduira à dégager les principaux caractères chimiotaxonomique 

du Pistachier de l’Atlas et définir les domaines de valorisation dans lesquels les lipides des 

fruits ainsi que les composés du Pistachier pourraient offrir les meilleurs résultats. 
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Enfin, cette espèce étant une plante médicinale réputée dans toute l’Algérie et dans certains 

pays du monde (Grèce, Turquie, Iran, Inde, …), nous tenterons de justifier ses propriétés 

par une étude de l’activité antioxydante, car la contenance en ces composés biologiques 

très actifs pourrait justifier les propriétés thérapeutiques du Pistachier de l’Atlas. 
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CHAPITRE 1   

DONNEES HISTORIQUES ET ECONOMIQUES DES CORPS GRAS 

 

 
 

 

U1.1. Aperçu historique  

On définit un corps gras, qu’il soit d’origine animale ou végétale, comme étant l’ensemble 

des constituants solubles dans les solvants non ou peu polaire (hexane, éther, 

chloroforme…). Les triglycérides sont les constituants majoritaires et essentiels des lipides 

neutres, mais elles contiennent bien d’autres composés liposolubles, tels que les 

phospholipides, les cérides, les constituants de l’insaponifiable (stérols, tocophérols, 

hydrocarbures,…) [21]. 

Depuis les temps les plus reculés, l’homme a utilisé les corps gras pour leurs différentes 

propriétés, notamment en cosmétologie et en médecine. De nombreux textes anciens font 

ainsi références à diverses huiles de graines ou à des graisses animales. 

Il est communément établit dans l’histoire des corps gras de distinguer deux périodes : la 

période qui précède les travaux de CHEVREUL et celle qui vient après. Il faut attendre la fin 

du XVII-ième siècle pour que débutent les travaux de TACHEN sur la connaissance chimique 

des corps gras. Un siècle plus tard, SCHEELE, DARCET, BERTHOLETet et VOGEL 

approfondissent l’étude de la structure chimique des corps gras [22]. 

En 1813, CHEVREUL travaille à l’analyse d’un savon préparé à partir de graisse de 

porc et de la potasse. Il définit ainsi un savon comme un mélange des sels alcalins d’acides 

particuliers, ne provenant pas de l’oxydation de la graisse par l’oxygène de l’air, mais 

préexistant dans la graisse, combinés avec la glycérine anhydre. 

Puis, PELOUZE, BOUDET et BERTHOLOT continuent sur cette voie et précisent la 

structure de la fraction glycéridique. Parallèlement, bien d’autres chercheurs se sont intéressés 

à l’étude des phospholipides et des stérols. BENECKE et HESSE ont ainsi mis en évidence 
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l’existence dans les huiles végétales de substances très proches du cholestérol, les 

phytostérols. 

A la fin du XIX-ième siècle, l’essentiel sur la composition et la structure des corps gras 

est connu. 

 

U1.2. Production des corps gras  

Au cours des quarante dernières années, la production mondiale annuelle des matières 

grasses est passée de 29 à 287.7 millions de tonnes dont 182 millions de tourteaux et 82 

millions d’huile végétales [23]. 

Ces matières grasses proviennent de graines et fruits oléagineux, les corps gras d’origine 

animale étant représentés par le beurre, le saindoux, le suif et les huiles marines. Le tableau 

1.1 regroupe les différentes origines des matières grasses. 

Les huiles de Soja, de palme et du tournesol représentent à elles seules plus de 65% des 

huiles végétales produites, le reste de la production d’huiles végétales provient des huiles 

d’arachide, de coton, d’olive et de sésame. Les zones géographiques de production des 

matières grasses sont très diversifiées. L’Europe de l’est, premier producteur mondial, et les 

états unis représentent à eux seuls 30% de la production mondiale. La Malaisie, la Chine, l’ex 

URSS, l’Inde, le Brésil, l’Indonésie, l’Argentine, le Japon et le Canada représentent quant à 

eux 49% . 

L’huile de Soja est produite principalement par les Etats-Unis et la CEE, l’huile de 

Palme par la Malaisie et l’Indonésie, l’huile de Colza par l’Europe, la Chine et l’Inde et enfin 

l’huile de Tournesol par l’ex URSS et la CEE. 
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Tableau 1.1 : Sources naturelles des matières grasses 

Origine Matière grasse 

Végétale 

• Graines oléagineuses 

• Graines, noyaux, fèves 

de régions tropicales 

• Fruits oléagineux 

 

• Tournesol, Colza, Moutarde, Soja, , pépins de raisin, 

Carthame, sésame, Cameline, Oeillete, Lin, Amande, 

Noisette, Noix, Onagre, Bourrache, Pépins de cassis, 

Germe de blé. 

• Arachide, coton, Coprah, palmiste Cacao, Karité, Ricin. 

• Olive, Palme, Avocat 

Animale 

• Porc, Bœuf, Mouton, 

Canard, Oie, Poulet, 

Hareng, morue, Sardine 

• Vache, Brebis 

 

• Saindoux, Suif, Graisse d’os, Graisse de volaille, huiles 

de marines. 

 

• Produits laitiers. 

 

U1.3. Propriétés des corps gras  

Les corps gras possèdent des propriétés biochimiques et nutritionnelles par leur apport 

en acides gras essentiels et vitamines liposolubles [22,24]. 

L’acide linoléique et ses dérivés en n-6 (acide dihomo-δ- linolénique, acide 

arachidonique), l’acide linolénique et ses dérivés en n-3 (acide eicosapentanoique) sont 

considérés comme des acides gras essentiels car, non synthétisés par les mammifères, ils 

doivent être apportés par l’alimentation. On leur attribue de nombreuses vertus 

thérapeutiques [25,26], telles que des effets hypocholestérolémiant et 

hypotriglycéridémiant (régulation de la lipémie), un rôle protecteur contre l’athérosclérose 

et la thrombose (fonction rénale). Ils participent également au maintien de l’intégrité de 

l’épiderme (fonction épidermique) [27]. Enfin, ils interviennent dans la régulation de la 

fonction reproductrice et du système immunitaire. 

Les matières grasses contiennent comme constituants mineurs certaines vitamines 

liposolubles, telles que les vitamines A (rôle de la vision), D (antirachitique), E 

(antioxydant) et K (antihémorragique) [22]. 
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Les corps gras se caractérisent également par leurs propriétés pharmacologiques, 

diététiques et cosmétiques. Ils peuvent être ainsi utilisés comme véhicule et excipient de 

principes actifs. Les huiles d’amande douce, d’olive, d’arachide, de maïs sont des 

exemples d’huiles végétales employées à cet effet [22,28-29]. 

Certaines huiles végétales possèdent des applications thérapeutiques grâce à leurs 

propriétés antibiotiques et antifongiques. On peut citer l’huile de chaulmoogra, extraite de 

graines de plusieurs variétés d’hydnocarpus (flacourtiacées), qui été utilisé pour le 

traitement de la lèpre. Cette huile contient un acide gras particulier, l’acide 

chaulmoogrique ou cyclopentène tridécanoique [22]. 

Les huiles poly-insaturées possèdent des effets pharmacologiques par leur teneur en acides 

gras essentiels. On peut citer les huiles d’onagre, de bourrache, de pépins de cassis comme 

caractéristique de la famille n-6  et les huiles de poisson pour la famille n-3 [22]. 

Enfin, les phospholipides, stérols et autres constituants mineurs de l’insaponifiable 

confèrent aux huiles diverses propriétés, telles que des propriétés émulsifiantes pour les 

phosphatidyl-aminoalcools, une régulation du métabolisme du cholestérol pour les 

phytostérols. 

Les insaponifiables totaux du Soja et d’avocat ont trouvé des applications cosmétiques par 

leurs effets sur le métabolisme du tissu conjonctif [30]. 

 

U1.4. Utilisation des corps gras  

La majorité de la production mondiale en matières grasses est destinée à l’alimentation 

humaine ou animale [2]. Les corps gras subissent des transformations à des fins 

alimentaires comme l’hydrogénation, l’interéstérification, margarines et l’émulsion, ou à 

des fins non alimentaires comme les huiles siccatives, les alcools gras, et les savons; leurs 

principales utilisations industrielles étant donc comme tensioactifs, lubrifiants, 

cosmétiques, additifs pour matières plastiques [31,32]. 
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CHAPITRE 2 

CARACTERISTIQUES GENERALES DU PISTACHIER DE L’ATLAS 
 

 

 

U2.1. Caractéristiques botaniques 

Le Pistachier est un arbre dioïque appartenant à la famille des anacardiacées 

(Anacardeaceae). L’étude monographique de genre pistacia, faite par ZOHARY [1], 

montre que ce genre comprend 4 sections et 11 espèces. 

Le pistachier de l’Atlas (Pistacia atlantica) connu par le nom local «Betoum» est l’un de 

ces espèces végétales la plus caractéristique de l’Atlas saharien de l’Algérie. Son arbre de 

hauteur allant de 5 à 15 mètres, de tronc qui peut atteindre un diamètre de 1mètre, pousse 

dans les régions présahariennes du pays (figure 2.1). Ses fruits sont des petites graines 

vertes de 5 à 8 mm de taille (figure 2.2). Les feuilles de l’arbre sont composés de 7 à 12 

folioles ovales acuminées, tomenteuses, qui deviennentt coriaces à l’âge adulte (figure 

2.3). Mis à part les fruits, on trouve aussi les gales qui poussent sur les tiges des feuilles 

(figure 2.4) et un champignon qui se forme tout le long du tronc (figure 2.5). L’aire du 

Pistachier de l’Atlas s’étend depuis les îles Canaries à l’ouest jusqu’au proche orient vers 

l’est. On le trouve aussi en Grèce, en Turquie, en Iran et au Pakistan [33]. L’aire du 

Pistachier de l’Atlas en Afrique du nord a été tracée par MONJAUZE [34] (Tableau 2.1). 

 
Tableau 2.1 : Aire de Pistachier de l’Atlas en Afrique du nord [34]  
 

Pays Aire en km² 

Tunisie 180 000  

Algérie 50 000  

Maroc 50 000  

Libye 25 000  

Egypte 25 000  

TOTAL 330 000   
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Figure 2.1 : Vue d’un arbre de Pistachier de l’Atlas 
(Image prise dans les environs de la ville de Laghouat – Algérie) 

Figure 2.2 : Fruit de Pistachier de l’Atlas 
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Figure 2.3 : Feuilles de Pistachier de l’Atlas 

Figure 2.4 : Gales de Pistachier de l’Atlas 

 

Figure 2.5 : Champignon de Pistachier de
l’Atlas 
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U2.2. Travaux antérieurs 

Peu de travaux ont été consacrés à l’analyse physico-chimique des différentes parties de 

l’arbre de Pistachier de l’Atlas. 

La composition   du fruit en acides gras, en acides amines, en éléments minéraux et le 

dosage quantitatif des protéines, des fibres et de l’amidon ont été l’objet de quelques 

études. Les valeurs des taux en matière grasse citées dans la littérature diffèrent 

considérablement les unes des autres. Toutefois, les valeurs moyennes s’échelonnent entre 

40 et 50% d’huile. La plupart des analyses indiquent une teneur en protéines de l’ordre de 

7,40 à 8,70%, une teneur en fibres de 30,80 à 33,80% et un rendement en amidon de 4,90 à 

5,40% [18-20]. 

L’existence d’acide gras majoritaire palmitique, oléique et linoléique a été également mise 

en évidence. Les acides aminés essentiels comme le thréonine, cystine, valine, méthionine 

ont été également décelés. 

La composition minérale indique la présence des macros éléments comme le calcium, le 

phosphore, le magnésium, le potassium et le sodium, ainsi que la présence des micro-

éléments comme le manganèse, le cuivre, le zinc, le fer et le sélénium. 

Par contre, nous n’avons pas trouvé de références bibliographiques concernant la 

composition de l’huile de fruit du Pistachier de l’Atlas en triacylglycérols, en 

phospholipides et en fraction insaponifiable (Tocophérols et stérols). 

De même, aucun travail n’a été consacré aux autres parties de l’arbre (feuilles, gales et la 

partie dégradée (champignon)).  

 

U2.3. Extraction d’ huileU 

Les fruits de Pistachier de l’Atlas récoltés d’une petite forêt située dans la région de 

Tadjerouna (sud ouest de Laghouat) sont avant tout traitement séchés à l’étuve à 70°C 

pendant 24 heures pour inactiver les enzymes susceptibles d’hydrolyser les glycosides. Les 

graines de Pistachier de l’Atlas sont broyées en poudre fine. 
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L’huile est obtenue après 8 heures d’extraction à froid par l’hexane. Après séchage et 

évaporation du solvant sous pression réduite, on obtient un rendement en huile de 45%. Si 

nous comparons ce résultat avec ceux d’autres graines alimentaires comme le tournesol, le 

soja et l’olive (taux allant de 30 à 35%), les fruits du Pistachier de l’Atlas sont relativement 

riche en huile. 

L’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas obtenue est d’une couleur jaune orangée, qui 

provient peut être de la présence de pigments et de phénols. Elle présente à la température 

ambiante deux phases : une phase inférieure très visqueuse, due peut être à la forte 

concentration en acides gras saturés et une phase supérieure plus liquide. Cette huile a une 

odeur typique très agréable. 

 

U2.4. Caractéristiques physico-chimiquesU  

Nous avons déterminé selon les normes AFNOR (Association Française de Normalisation) 

[35] quelques indices physico-chimiques qui caractérisent les matières grasses.  

Ces indices permettent de faire quelques estimations sur : 

• les masses moléculaires moyennes des acides gras et des triacylglycérols, 

déterminées par l’indice de saponification (IS) 

• le nombre des insaturations par la mesure de l’indice d’iode (II)  

• la teneur en acides gras libres par détermination de l’indice d’acides (IA).  

Nous avons également déterminé la teneur de l’huile en matières insaponifiables et 

quelques caractéristiques physiques tel que l’indice de réfraction et la densité. Les résultats 

obtenus sont résumés dans le tableau 2.2. 
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Tableau 2.2 : Caractéristiques physico-chimiques de l’huile de fruit de Pistachier de 

l’Atlas 

Indice 
IA   % AL II IS MP

A.G
P MP

TG
P d η 

% 

MI 

Valeur 18,70 9,4 88 199 268 843 0,9065 1,4740 1,72 

A.L : Acides gras libres (acidité exprimée par rapport à l’acide oléique) 

M.I. : Matière insaponifiable 

MP

A.G
P : masse moléculaire moyenne des acides gras. 

MP

TAG
P : masse moléculaire moyenne des triacylglycérols 

d : densité       ,        η     : indice réfraction 

 
 

Les valeurs des indices de saponification et d’iode indiquent une forte prépondérance 

d’acides gras de longueurs de chaînes moyennes entre 16 à 18 atomes de carbone avec un 

taux de saturation élevé par rapport à d’autres huiles végétales comme le tournesol, 

l’arachide, le soja [22]. La forte valeur de l’indice d’acide peut être expliquée par des 

dégradations enzymatiques lors de la conservation ou du séchage des fruits. Une 

dégradation de l’huile est à écarter puisque la détermination de l’indice d’acide a été faite 

immédiatement après extraction. 

La teneur en insaponifiable de 1,72% correspond à une huile relativement riche en 

insaponifiable, puisque l’on admet qu’elle varie généralement dans les huiles végétales 

alimentaires entre 0,5 et 1,2% [22]. 

 

U2.5. Etude spectroscopique de l’huileU  

U2.5.1. Spectre Infra Rouge 

Le spectre infrarouge de l’huile montre l’existence de toutes les bandes d’absorptions 

caractéristiques des huiles végétales alimentaires. On peut citer quelques valeurs du 

nombre d’onde ν : 
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• une forte absorption à ν =1747cmP

-1
P caractéristique de la fonction carbonyle  

C=O des esters. 

• une absorption d’intensité moyenne à ν =1456cmP

-1
P indique la présence des 

doubles liaisons C=C et ce qui indique la présence des acides gras insaturés dans 

la composition d’huile. 

• une forte absorption à ν =3020cmP

-1
P caractéristique de la fonction éthylénique 

=C-H. 

• une absorption de faible intensité à ν =3474cmP

-1
P moyennement large indiquant 

la présence d’une fonction OH due à l’existence de mono- ou dia-cylglycérols, 

ou des acides gras libres, car la valeur élevée de l’indice d’acide notée indique 

l’existence d’acides gras libres dans la composition d’huile. 

 

U2.5.2.  Spectre Ultra Violet (UV)  

Le spectre ultra violet de la solution d’huile dans le cyclohexane montre l’existence d’une 

bande d’absorption caractérisée d’une longueur d’onde maximale de 212 nm et qui 

correspond aux transitions électroniques π → πP

*
P et ce qui appuie l’existence des 

insaturations dans les composés de l’huile. 

 

U2.5.3.  Spectre de résonance magnétique nucléaire du carbone 13 RMN (UPU

13
UPUC)  

Comme l’huile de Pistachier de l’Atlas est caractérisée par une acidité très supérieure à 

celles rencontrée couramment dans les huiles végétales, il nous a donc paru intéressant 

d’effectuer une étude spectroscopique par RMN du carbone 13 afin de déterminer la nature 

des constituants majeurs. 

Le spectre RMN du carbone 13 de l’huile dans le chloroforme deutérié (figure 2.6) montre 

dans plusieurs régions du spectre des signaux que l’on rencontre habituellement dans les 

huiles de graines alimentaires. Tout d’abord, nous observons deux signaux à un 

déplacement chimique δ = 62.05 ppm  et δ = 68.86 ppm attribuables respectivement à la 

résonance des atomes de carbone des triacylglycérols C1,3 et C2. De plus, on remarque 

aussi deux signaux à δ = 172.76 ppm et δ = 173.20 ppm qui caractérisent respectivement la 
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résonance des carbonyles des acides gras en une position interne 2, et en deux positions 

externes 1,3 [36,37]. Dans la région de résonance des atomes éthyléniques (figure 2.6), on 

remarque la présence de signaux qui indiquent l’existence des acides gras insaturés. Par 

contre le spectre RMN du carbone de l’huile de fruit ne montre aucun signal qui pourrait 

être attribuable à la résonance des atomes de carbone des acides gras particuliers, tels que 

les acides gras cyclopropéniques (AGCE) et les acides gras époxydiques (AGEP) [38,39]. 

 

U2.6. ConclusionU  

L’étude préliminaire de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas nous a permis de déterminer 

les principales constantes physico-chimiques de l’huile et ses caractéristiques 

spectroscopiques. Cette étude nous a permis également de constater que l’huile du fruit est 

fortement acide et possède dans sa structure une teneur relativement élevée d’acides gras 

saturés. L’étude du spectre RMN du carbone 13 exclu la présence de diverses espèces 

moléculaires de nature glycérique autres que les triacylglycérols et notamment les acides 

gras particuliers, tels que les acides gras cycliques. 
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Figure 2.6 : Spectre RMN du carbone 13 de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas 
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CHAPITRE 3 

ETUDE DE LA FRACTION GLYCERIDIQUE 

 

 

 

U3.1. GénéralitésU   

La fraction lipidique totale d’un tissu végétal ou animal est l’ensemble des composés 

organiques insolubles dans l’eau et solubles dans les solvants non polaires. Elles 

comprennent des diverses catégories composées de : 

• lipides de réserve, constitués de triacylglycérols (TAG), constituants largement 

majoritaires, ainsi que de composés métaboliquement proches, les 

monoacylglycérols (MAG) et les diacylglycérols (DAG). 

• lipides de constitution, représentés par les phospholipides. Ce sont les constituants 

essentiels des membranes cellulaires. 

Lors de la saponification d’une huile végétale par un hydroxyde alcalin, on obtient 

deux fractions : 

• une fraction majoritaire constituée de sels d’acides gras résultant de l’hydrolyse des 

TAG, des DAG, des MAG, des phospholipides, des glycolipides. Cette fraction 

appelé saponifiable est soluble dans l’eau. 

• une fraction minoritaire constituée de divers composés, tels que les triterpènes, les 

vitamines liposolubles, les alcools gras, les hydrocarbures des carotènes et des 

caroténoïdes, les stérols et les tocophérols. Cette fraction appelée insaponifiable est 

soluble dans presque tous les solvants organiques non polaires. 

Dans cette partie, nous nous intéressons à l’analyse quantitative et qualitative des 

acides gras de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas. 

Nous établirons ensuite la structure glycérique de cette huile. Nous nous 

intéresserons tout d’abord à l’étude des acides gras en position sn-2 des triacylglycérols 

puis à leur composition. 
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U3.2. Les acides grasU  

3.2.1. Données générales  

Les acides gras (AG) n’existent pratiquement pas à l’état libre dans les cellules et les 

tissus, mais combinés sous forme d’esters. Ce sont des acides organiques à longue chaîne, 

généralement à nombre pair d’atomes de carbone (14 à 30 atomes) possédant une seule 

fonction carboxylique et une chaîne carbonée (queue) conférant à la plupart des lipides 

leurs propriétés d’insolubilité dans l’eau et leur consistance graisseuse ou huileuse. 

Ces acides gras, généralement non ramifiés, différents entre eux par la longueur de 

leur chaîne, la présence et le nombre et la position de leurs doubles liaisons. On observe 

une prédominance très marquée des acides de 16 à 18 atomes de carbone dans le règne 

végétal. La double liaison, lorsqu’elle existe, est plus généralement de configuration Cis. 

La plupart des organismes vivants sont capables de synthétiser des AG mono-insaturés par 

désaturation des AG saturés correspondants [40] . 

Les AG poly-insaturés sont intéressants sur le plan nutritionnel. Certains d’entre eux 

jouent un rôle vital dans la cellule, d’où leur dénomination d’acides gras essentiels (AGE), 

il s’agit des acides linoléiques (série n-6) et α -linoléique (série n-3) et de leurs dérivés 

supérieurs. Ces AGE ne sont pas synthétisés par les mammifères. Ils doivent donc être 

apportés par l’alimentation. L’acide linoléique est le précurseur des thromboxanes, des 

prostacyclines, des leucotriènes et des prostaglandines qui ont un rôle préventif vis-à-vis 

des troubles du métabolisme et des maladies cardiovasculaires, ainsi qu’une action sur la 

structure des membranes biologiques et de certaines de leurs fonctions [41]. Ceci explique  

l’intérêt croissant des AGE en cosmétologie et en agroalimentaire. 

 

3.2.2. Analyse des acides gras  

L’identification des AG est couramment réalisée par chromatographie en phase 

gazeuse (CPG) après leur transformation préalable en esters méthyliques (EMAG) de 

façon à accroître leur volatilité [42]. Cette technique permet de séparer les EMAG en 

fonction de leur nombre d’atomes de carbone mais aussi en fonction du nombre et de la 

position des doubles liaisons, ainsi que d’éventuels groupes fonctionnels [43]. 
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Les EMAG sont préparés par plusieurs méthodes décrites dans la littérature, on peut 

citer deux méthodes : 

• Estérification des acides gras par le méthanol en présence d’un catalyseur acide, le 

trifluorure de bore (BFB3B) selon la méthode recommandée par  ‘Internaional Union 

of Pure and Applied Chemistry’  (IUPAC)  [44, 45]. Cette estérification a lieu sur 

les acides gras libres, par conséquent, il est nécessaire d’effectuer une 

saponification préalable par un hydroxyde alcalin (hydroxyde de potassium en 

milieu hydroalcoolique). Cette méthode est valable uniquement si l’huile ne 

comporte pas d’AG particuliers, tels que des acides gras polyéthyléniques 

conjugués ou époxydiques [43]. 

• Transestérification par action du méthylate de sodium en solution méthanolique 

[46]. Cette technique n’est valable que si l’indice d’acide d’huile n’est pas trop 

élevé (teneur en acides gras libres inférieure ou égale à 3%). 

Les identifications se font par comparaison des temps de rétention (TR) de produits 

étalons ou par calcul des longueurs de chaînes équivalentes (LCE). Cette méthode permet 

de caractériser les AG par une valeur numérique que l’on peut rechercher dans les tables de 

données citées dans la littérature [47a]. Mathématiquement, la LCE est définie par la 

formule suivante : 

( ) ( ) ( )( )
( ) ( )

Log TR X Log TR MLCE X m n m
Log TR N Log TR M

−
= + −

−
 

où  M est l’acide gras saturé à m atomes de carbone ; N est l’acide gras saturé à n 

atomes de carbone ;  n>m ; X est l’acide gras recherché. 

L’analyse CPG des EMAG est effectuée sur une colonne de type ‘Méga 10’ 

susceptible de séparer les isomères de position des AG insaturés. L’identification des 

EMAG est réalisée en trois étapes. Tout d’abord nous injectons les EMAG étalons, puis 

nous calculons les valeurs des LCE et en fin nous faisons une analyse chromatographique 

gazeuse couplée à un détecteur de masse pour enlever toute ambiguïté. 

En spectrométrie de masse à impact électronique (SMIE), les EMAG saturés se 

reconnaissent rapidement à la présence dans le spectre de masse de deux ions principaux à 

 

33 



 

 

M/Z = 74 (réarrangement de MAC LAFFERTY (figure 3.1), pic de base)  et  M/Z =  87 

[48]. 

   

Figure 3.1 : Mécanisme général (ester méthylique) ; Réarrangement de Mac Lafferty 

 

Le spectre SMIE à 70eV des EMAG à chaîne normale est caractérisé par un ion 

moléculaire MP

+
P net, accompagné de pics significatifs à [M-31]P

+
P (perte du radical méthoxy) 

et à [M-43]P

+
P (perte d’un fragment CB3B) (figure 3.2). Les fragments correspondants à la série 

( )[ ]+
nCHCOOCH 23  sont également présents, principalement les ions à m/z = 87, 143 et 199 

(figure 3.2). 

Le spectre de masse des esters insaturés est très différent de ceux des esters saturés et 

varie beaucoup en fonction du nombre des doubles liaisons (figures 3.3 – 3.4). Le spectre 

de masse des esters méthyliques mono-insaturés (IE, 70eV) montre un pic moléculaire 

faible accompagné de fragments [M-32]P

+
P (perte de méthanol) et [M-31]P

+
P (perte de 

méthoxy). On observe également des pics correspondants à [M-116]P

+
P et [M-43]P

+
P. Les pics 

m/z = 74 et 87 sont présents, mais à plus faible intensité. Le pic de base pour les esters 

mono-insaturés est à m/z = 55, alors que pour les esters di-insaturés il est à  

m/z = 67 (figures 3.3 – 3.4). 

de la liaison 2-3 
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Figure 3.2 : Spectre de masse des EMAG saturés : Acide palmitique 

 

 

 

Figure 3.3 : Spectre de masse des EMAG mono-insaturés : Acide oléique 
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Figure 3.4 : Spectre de masse des EMAG polyinsaturés : Acide lionoléique 

 

3.3.  Résultats 

A partir du chromatogramme des EMAG de l’huile de fruit (figure 3.5) et des valeurs 

des LCE, ainsi que des spectres de masse de chaque composé séparé, nous avons obtenu 

les résultats consignés dans le tableau 3.1. Nous observons que l’huile du fruit de 

Pistachier de l’Atlas contient cinq acides gras habituellement rencontrés dans les huiles 

végétales, en l’occurrence l’acide palmitique, l’acide palmitéolique, l’acide stéarique, 

l’acide oléique et l’acide linoléique. Cette huile est caractérisée par sa richesse en acides 

gras mono et di-insaturés. Elle est de type oléique-linoléique.  Les acides gras insaturés y 

représentent 73% des acides gras totaux. On note aussi une valeur élevée du taux des 

acides gras saturés et en particulier l’acide palmitique (24%). Si l’on compare ces valeurs à 

celles des huiles d’autres espèces qui appartiennent à la même famille botanique, comme le 

Pistacia lentiscus d’origine française, ou le Pistacia térébenthine en Turquie, ou bien le 

Pistacia chinesis de l’Australie ou encore le Pistacia atlantica de l’Iran, on remarque que 

les proportions en acides gras majoritaires sont très proches [49,18]. 
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Figure 3.5 : Chromatogramme des EMAG de l’huile de fruit du Pistachier de l’Atlas 

Tableau 3.1 : Composition en acides gras de l’huile de fruit du Pistachier de l’Atlas 

  

 

 

 

 

 

 

 

Acides gras Taux  (%) 

Palmitique         C16 :0 

Palmitéolique    C16 :1 

Stéarique            C18 :0 

Oléique              C18 :1 

Linoléique         C18 :2 

24,00 

01,00 

01,75 

46,00 

27,25 

Total AGS 25,75 

Total AGI 74,25 

 C18 :1 

C18 :2 

C16 :0 

C16 :1 

C18 :0 

solvant 
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3.4. Etude des acides gras libres  

La valeur élevée de l’indice d’acide de l’huile de fruit nous a ramené à isoler les 

acides gras libres par leur fixation sur résine, puis à en déterminer la composition par 

chromatographie en phase gazeuse. Pour ce faire, une quantité de l’huile bien connue est 

solubilisée dans de l’éther, après l’ajout de 5g de résine Amberlite A-26 déjà préparée. Le 

mélange est recouvert par un papier d’aluminium et est agité pendant 1 heure. Après 

filtration, la résine est lavée par de l’éther et du méthanol. Après séchage de la résine sous 

courant continu d’azote, celle-ci est introduite dans un flacon à sertir, on ajoute 2 ml d’une 

solution méthanolique de trifluorure de bore à 10%. L’analyse des esters méthyliques des 

acides gras libres a été faite de la même manière que celle des acides gras totaux.  Le 

tableau 3.2 regroupe les résultats obtenus. 

Tableau 3.2 : Composition en acides gras libres et liés de l’huile de fruit du Pistachier de 

l’Atlas 

Acides gras 
% en acides gras libres 

AGL 
% en acides gras totaux  

C16 :0 

C16 :1 

C18 :0 

C18 :1 

C18 :2 

32,40 

01,26 

02,24 

40,35 

23,75 

24,00 

01,00 

01,75 

46,00 

27,25 

Total AGS 34,64 25,75 

Total AGI 65,36 74,25 

 

La composition en acides gras des deux fractions libres et totaux est caractérisée par 

une proportion élevée en acides gras saturés (65,36% pour la fraction acides gras libres et 

74,25% pour les acides totaux). L’acide oléique est le plus important suivi de l’acide 

linoléique. Parmi les acides gras insaturés, on enregistre la présence de l’acide palmitique à 

une proportion assez élevée (32,40% dans la fraction acides gras libres et 24% pour les 
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acides totaux), ainsi que la présence de l’acide stéarique mais avec des proportions faibles 

(2,24% pour les acides libres et 1,75% pour les acides totaux). 

Si l’on compare la nature et la composition en acides gras libres à celles des acides 

gras totaux, on note une identité au point de vue qualitatif, par contre les acides gras 

saturés, en particulier l’acide palmitique, sont en proportions plus importantes dans la 

fraction des acides gras libres et ceci au détriment des acides oléique et linoléique. 

 

3.5. Conclusion 

Notre étude sur la composition de l’huile du fruit du Pistachier de l’Atlas en acides 

gras vient en complément des travaux déjà consacrés sur les huiles d’autres espèces de la 

même famille [18,49]. Les résultats obtenus montrent que l’huile du fruit du Pistachier de 

l’Atlas contient un taux très important d’acides gras insaturés (oléique et linoléique). Nous 

pouvons donc conclure que cette huile végétale a une valeur diététique due à sa forte 

teneur en ces deux acides gras essentiels, comme dans le cas des huiles de tournesol, de 

soja et de maïs. 

Nous avons étudié et quantifier la nature des acides gras libres de l’huile de fruit. La 

nature des acides gras libres (AGL) est la même que celles des acides gras totaux, 

cependant, la teneur en acides gras saturés est plus importante dans la fraction AGL en 

défaveur de l’acide oléique. Ceci explique la raison pour laquelle l’huile est 

particulièrement solide à température ambiante. Ce critère a été déjà remarqué lors de la 

détermination de l’indice d’iode, et confirmé ensuite par l’étude de la composition de 

l’huile en acides gras par CPG. 

Suivant les résultats obtenus, nous pouvons classer  l’huile du fruit du Pistachier de 

l’Atlas parmi les huiles végétales alimentaires de type «oléo-linoléique». 
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CHAPITRE 4 

ETUDE DES TRIACYLGLYCEROLS 

 

 

 
Après avoir déterminer la composition en acides gras de l’huile du fruit du 

Pistachier de l’Atlas, nous allons maintenant étudier les différentes combinaisons possibles 

de ces acides sur la molécule de glycérol, en rappelant tout d’abord quelques définitions 

relatives aux triacylglycérols.  

4.1.  Introduction  

Les triacylglycérols (TAG), appelés aussi «graisses neutres», sont les constituants les 

plus abondants d’une huile végétale, ce sont des esters du glycérol avec trois molécules 

d’acides gras. Selon l’identité des trois acides gras qui estérifient le glycérol, on obtient 

différents types de TAG : 

• les triacylglycérols simples, où les fonctions alcool du glycérol sont estérifiées par 

des AG identiques. 

• les triacylglycérols mixtes, où les fonctions alcool du glycérol sont estérifiées par 

deux ou trois AG différents. 

Les multiples combinaisons avec les molécules de glycérol font que les corps gras 

sont des mélanges très complexes de composés. La manière dont les acides gras sont 

associés pour former les diverses molécules de triacylglycérols joue un grand rôle quant 

aux propriétés physiques, à la réactivité chimique et aux comportements physiologiques 

des corps gras. 

La détermination de la structure glycéridique d’un corps gras, en prenant en compte 

la nature et les proportions de chacun des isomères, nécessite l’identification et la 

qualification des différents types de glycérides présents. L’isolement de ces derniers les 

uns des autres permet de préciser la nature et la proportion de chacun des acides gras 
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occupant chacune des trois positions du glycérol et d’en déduire quels isomères sont 

présents et quelle est la proportion de chacun d’entre eux. 

Afin d’obtenir le maximum de renseignements sur la nature des TAG dans l’huile de 

Pistachier de l’Atlas, nous étudierons successivement : 

• la nature et les proportions des acides gras pris en compte pour l’identification des 

TAG ; 

• la nature et les proportions des acides gras en position Sn-2 du glycérol ; 

• la nature et les proportions des TAG différents entre eux par la nature des trois 

acides gras présents. 

La combinaison de ces trois types des résultats expérimentaux nous conduira à une 

composition en TAG, où ne seront pas distinguées les positions Sn-1 et Sn-3. 

La non équivalence des trois positions du glycérol entraîne l’existence d’isomères de 

position (lorsque les trois fonctions alcool ne sont pas acylées de la même façon) et 

d’isomères optiques (lorsque les deux fonctions alcool primaires sont acylées de façon 

différentes, le carbone médian du glycérol devenant asymétrique). 

Une numérotation unifiée des trois positions du glycérol est nécessaire afin de 

distinguer sans ambiguïté les isomères de position des isomères optiques. Cette 

numérotation stéréospécifique (Sn) indique que dans la représentation de Fischer de la 

molécule de glycérol, dans laquelle la fonction alcool secondaire est placée à gauche de la 

chaîne carbonée, le carbone supérieur est le numéro 1, le carbone médian le numéro 2 et le 

carbone inférieur le numéro 3. 

Le nombre de combinaisons ternaires des divers acides gras ainsi identifié est assez 

important. Si on désigne par n le nombre total d’acides gras, on peut avoir au 

maximum : 

• NB1B T.A.G, si on considère l’ensembles des TAG et de leurs isomères de 

positions et optiques (distinction des positions 1 et 3 du glycérols), avec   

NB1B= nP

3
P 
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• NB2B TAG, si l’on inclut les isomères de position, mais sans tenir compte des 

énantiomères (non différentiation des positions 1 et 3), avec   
2

23

2
nnN +

=  

• NB3B TAG, différents entre eux uniquement par la nature des AG, 

avec 
6

23 23

3
nnnN ++

=  

CH

H2C O CO R2

OOCR3

H2C O CO R1

sn-2

sn-1

sn-3  

Où RB1B, RB2B et RB3B représentent les radicaux des chaînes d’acides gras. 

 

4.2. Méthodes d’analyse des triacylglycérols 

En pratique, il n’existe pas une méthode parfaite pour déterminer la composition 

glycéridique exacte d’une matière grasse, mais on peut la faire en combinant plusieurs 

méthodes d’analyse.  La majorité des méthodes utilisées pour identifier les TAG sont 

des techniques chromatographiques : 

• La chromatographie en phase gazeuse (CPG) sur colonne capillaire OVB1B : 

dans ce cas, la séparation se fait en fonction du nombre total d’atomes de 

carbone [50]. L’inconvénient de cette méthode est que les TAG de même 

condensation en carbone, ayant des nombres d’insaturation différents, ont le 

même temps de rétention. En plus, l’opération de l’analyse demande une 

température très élevée dans le four d’environ 350°C. 

• La chromatographie sur couche mince (CCM) de silice imprégnée d’une 

solution de nitrate d’argent : le fractionnement se fait en fonction du degré 

d’insaturation des différents TAG [47b], des TAG, ayant le même nombre 

d’insaturation mais des condensations en carbone différentes, ont le même 

facteur de rétention RBfB . 
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• La chromatographie liquide à haute performance (CLHP) colonne en phase 

inverse de type RP18 : la séparation a lieu en fonction du nombre d’atomes de 

carbone et du nombre d’insaturation [51,52]. 

• Les analyses stéréospécifiques : l’analyse stéréospécifique des TAG consiste 

à déterminer la distribution des différents AG sur les trois positions du 

glycérol. Si l’estérification des positions 1 et 3 se fait par des AG différents, 

les TAG résultants sont asymétriques et optiquement actifs. Cependant, 

l’activité optique de ces stéréoisomères est trop faible pour être détectée. Des 

méthodes, autres que physiques, de détermination de la configuration des 

TAG ont été ainsi mises au point. 

La détermination des AG, estérifiant la position 2 du glycérol, a été réalisée pour la 

première fois en 1965 par BROCKERHOFF [53], en effectuant une digestion 

enzymatique de TAG par la lipase pancréatique de porc qui est une glycérol 

esterhydrolase spécifique de la position 2. Il existe une autre méthode déterminant les 

acides gras estérifiant les fonctions alcools primaires du glycérol. Il s’agit de la réaction 

de Grignard utilisant le bromure d’éthyle magnésium, réactif sans spécificité de chaîne, 

ni régiosélectivité [54]. Ces deux méthodes ne donnent que la répartition des AG sur les 

positions 2 et 1,3 du glycérol. Néanmoins, la comparaison des résultats obtenus par 

hydrolyse enzymatique et hydrolyse chimique permet de mettre en évidence une 

éventuelle spécificité de chaîne de la lipase vis-à-vis d’un ou plusieurs acides gras. 

La méthode de BROCKERHOFF est aussi adoptée pour déterminée les AG en positions 

Sn-1 et Sn-2 et Sn-3 (figure 4.1). Les 1,2 et 2,3 diacylglycérols (DAG) obtenus après 

action du bromure d’éthylmagnésium sur les TAG et séparation par CCM, sont 

transformés en 1- et 3- phosphatidylphénols. Ceux-ci subissent alors une digestion 

enzymatique par la phospholipase AB2B de venin  de serpent, qui n’hydrolyse que les 3-

phosphatidylphénols. 

La (figure 4.1) regroupe les différentes méthodes d’analyse stéréospécifique des  TAG. 
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T.A.G 

Sn-2, Sn-1,3 Sn-2, Sn-1,3 

1- et 3- phosphotidylphénols 

Sn-1, Sn-2, Sn-3 

Hydrolyse enzymatique lipase 
pancréatique du porc 

Hydrolyse chimique CB2BHB5BMgBr 
Réaction de GRIGNARD Dérivatisation 

Phospholipase AB2B venin de serpent 

Figure 4.1 : Différentes étapes de la méthode de BROCKERHOFF 

I : EtMgBr ;  II : C.C.M; III : dichlorophosphate de phényle, pyridine ; IV : 

phospholipase AB2 B; V : lipase pancréatique du porc 
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Figure 4.2 : Différentes méthodes d’analyse régiospécifique des TAG 
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L’ensemble de ces méthodes appliquées à un grand nombre de corps gras 

d’origine diverse (graisses animales, huiles végétales, laits) ont permis d’énoncer des 

règles générales de distribution des AG au sein de TAG naturels [47c]. 

Ainsi, dans les TAG végétaux, les AG saturés estérifient préférentiellement les 

positions 1 et 3 du glycérol. La position 2 est occupée principalement par les acides gras 

mono- ou poly-insaturés. Les acides gras particuliers se retrouvent majoritairement en 

position 3 (figure 4.3-a). 

La distribution des AG des TAG des graisses animales diffère des graisses 

végétales. La position 1 est ainsi occupée par des AG saturés. Les AG courts et 

insaturés estérifient la position 2. Enfin la position 3 est occupée par les AG longs 

(figure 4.3-b).. 
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AG Particuliers 

CB1B 

CB2B 

CB3B 

AG Saturés 

AG Courts et Insaturés 
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CB3B 

AG Longs 

Figure 4.3 : Distribution des AG sur les trois positions du glycérol 

(a) – graisse végétale ;  (b) – graisse animale 

(a) 

(b) 
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L’étude de la distribution stéréospécifique des AG dans les TAG est intéressante à 

plusieurs points de vue. La plus grande importance accordée à la détermination des AG 

en position 2 est due à un intérêt historique. Son analyse a été la première à être 

développée. Cette analyse est très importante puisque, lors de la digestion chez les 

mammifères, les 2-monoacylglycérols, ainsi que les AGL correspondants sont absorbés 

par les muqueuses intestinales après hydrolyse préférentielle des TAG sur les positions 

Sn-1 et Sn-3 par la lipase pancréatique du porc [55,56]. 

4.3. Les acides gras des triacylglycérols 

4.3.1.  Acides gras totaux des TAG  

Les TAG sont isolés de l’huile brute par chromatographie sur colonne ouverte de 

gel de silice par élution du benzène selon la norme IUPAC 2.231 [44]. 

Après une estérification en milieu basique, les EMAG correspondants ont été 

analysés par CPG. Dans le tableau 4.1 nous rapportons les proportions des EMAG des 

TAG. D’après les données de ce tableau, nous n’observons que très peu de variation de 

composition entre les AG, des TAG et les AG totaux de l’huile.  

Tableau 4.1 : Proportions des EMAG des triacylglycérols contenus dans l’huile 

de Pistachier de l’Atlas 

Acides gras 
Huile 

(%) 
TAG (%) 

C16:0 

C16:1 

C18:0 

C18:1 

C18:2 

24,0  

01,0  

01,7  

46,0  

27,2  

22,5  

01,0  

01,5  

47,5  

27,5  

 

Du fait qu’un certain nombre d’AG sont en proportion très faibles (< à 1.0%), lors 

de la quantification des TAG, nous nous sommes intéressés qu’aux acides gras 
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majoritaires, les acides oléiques, linoléique, palmitique et stéarique dont les proportions 

sont supérieures à 1%. 

4.3.2. Acides gras en Sn-2 et Sn-3 par hydrolyse enzymatique  

Il y a hydrolyse préférentielle des positions 1 et 3 du glycérol par la lipase 

pancréatique de porc, qui est un glycérol esterhydrolase. Cette spécificité n’est pas 

absolue, la position 2 pouvant être également hydrolysée mais avec une vitesse 

beaucoup plus faible. 

Afin de diminuer les réactions secondaires, telles que la migration de groupes 

acyles de la position 2 vers les positions 1 et 3, la durée de la réaction doit être courte (5 

à 10 mn). D’après Luddy et al. [57], un taux d’hydrolyse de l’ordre de 50% est 

préférable. Il faut également nous placer dans les conditions optimales de 

fonctionnement de l’enzyme. Pour cela, nous ajoutons au milieu réactionnel du chlorure 

da calcium CaClB2B, les ions CaP

++
P étant cofacteur de cette enzyme, ainsi que du cholate de 

sodium, l’acide cholique jouant le rôle d’émulsifiant. Cette réaction s’effectue en milieu 

tamponné de phosphate à pH = 8, et  à une température de 37°C (température optimale 

de la lipase). 

Les divers produits obtenus par cette hydrolyse sont : les monoacylglycérols 

(MAG), les diacylglycérols (DAG), les acides gras libres (AGL) et les triacylglycérols 

résiduels (TAG). 

Après fractionnement des différentes classes par CCM ou colonne ouverte 

[58,59], celles-ci subissent une estérification afin d’obtenir les EMAG correspondants 

qui sont ensuite analysés par CPG.  La composition en AG de la position 2 du glycérol 

est directement donnée par la composition en AG des TAG.  

La composition en AG de position 1 et 3 du glycérol est calculée par la relation  

suivante [47] : 

[ ] [ ] [ ]3 . . % 2 %
1,3 %

2
T AG Sn

Sn
− −

− =  

Le tableau 4.2 résume les résultats obtenus sur l’huile du fruit du Pistachier de l’Atlas.  
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Tableau 4.2 : Principaux acides gras en position Sn-2 des TAG 

Acides gras 
T.A.G 

totaux 
Position-2 

Position-

1,3 

C16 :0 

C16 :1 

C18 :0 

C18 :1 

C18 :2 

22,5  

01,0  

01,2  

46,0   

27,0  

07,7  

- 

- 

57,7  

34,6  

29,9  

01,5  

01,8  

40,1  

23,2  

 

La digestion enzymatique des TAG de l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas par 

la lipase pancréatique de porc nous montre que les acides oléique et linoléique 

représentent respectivement environ 58% et 35% des acides gras en position interne. 

L’acide stéarique occupe cette position en très faible proportion (<1%) et l’acide 

palmitique dans une proportion d’environ 8%. On remarque également que les acides 

palmitique, oléique et linoléique sont aussi répartis sur les positions externes (1+3) avec 

des teneurs 30%, 40% et 23% respectivement. En revanche, la position Sn-2 est très 

largement occupée par les acides gras insaturés C18 (oléique+linoléique) avec un taux 

de 92.3% des acides gras totaux du TAG de l’huile. 

L’ensemble de ces résultats confirme bien les règles de distributions 

stéréospécifiques des acides gras sur la molécule de glycérol. En effet, les acides gras 

insaturés occupent préférentiellement la position Sn-2 du glycérol, fait qui avait déjà été 

énoncé par plusieurs auteurs [47,57,60-69]. 

 

4.3.3. Détermination des TAG à partir des acides gras en position 2  

Si l’on considère que les acides gras estérifient la molécule de glycérol en suivant 

une loi de distribution de position des acides gras dans les triacylglycérols établie par 

plusieurs auteurs [60-62, 70-72], il nous est alors possible, en utilisant les résultats de la 
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digestion de la lipase pancréatique des triacylglycérols, de quantifier les isomères de 

position des différents TAG. 

Soit ABC, un TAG, mixte. Six isomères différents de positions existent (figure 

4.4). 

 

 

 

On a déjà vu que la digestion des TAG par la lipase pancréatique donne uniquement les 

pourcentages des acides gras en Sn-2 et en Sn-1,3. Les positions Sn-1 et Sn-3 ne sont pas 

différenciées. Donc, seuls trois types de .AG peuvent être quantifiés. Ils seront notés 

A(BC), B(AC), C(AB). Les AG entre parenthèses estérifient les positions Sn-1 et Sn-3. 

Pour déterminer la composition des TAG, nous avons adopté la méthode de 

Coleman  [71,72].  Si x est le pourcentage d’un acide gras dans le triacylglycérol et y le 

pourcentage de cet acide gras en position 2 dans le triacylglycérol, alors le quotient 

2
3 yx −  représente le pourcentage de l’acide en position 1+3. De la même manière, on 

peut calculer le pourcentage de tous les acides gras de l’huile de Pistachier de l’Atlas 

dans les trois positions 2 et 1+3. Le tableau 4.3 regroupe ces valeurs. 

Tableau 4.3 : Taux des différents AG dans les positions 2 et 1+3 

Acide gras P PB0B S O L Ln 

x 24.70 1.48 1.27 48.44 22.90 0.93 

3x 74.10 4.44 3.81 145.32 68.70 2.80 

y 7.70   57.70 34.60  

2
3 yx −  33.20 2.22 1.90 43.81 17.05 1.4 

P : palmitique ; Po : palmitéolique ; S : stéarique ; O : oléique ; L : linoléique ; Ln : 

linolénique 

 

B                      C      A        C          A             B 

A                       A       B         B           C            C 

C                       B       C         A           B              A 

Figure 4.4 : Différents isomères de position d’un TAG  ABC  
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Le pourcentage de chaque triacylglycérol est calculé par la méthode détaillée dans 

le tableau 4.4. Dans ce tableau, nous donnons un exemple simple pour le calcul des 

pourcentages des TAG où l’acide oléique occupe la position 2. 

Tableau 4.4 : Exemple de calcul des taux des différents TAG  

Mono 

TAG 
% DAG % TAG % 

100
20.3315.19   POP

 
6.36 

100
22.215.19   0POP

 
0.425 

100
90.115.19   POS

 
0.364 

100
81.4315.19   POO

 
8.39 

100
08.1715.19   POLL

 
3.27 

 -O- 57.70 
100

20.3370.57−PO
 

19.15 

100
40.115.19   POLn

 
0.268 

 

En suivant le même calcul, nous obtenons un nombre des différents isomères de 

TAG égal à 108.   

Nous avons aussi calculé les taux des différents isomères des TAG par une 

méthode statistique décrite dans la littérature.  

Si l’on considère que les acides gras sont distribués au hasard sur les trois 

positions de la molécule de glycérol, la proportion statistique de chacun des TAG est 

calculée de la façon suivante : 

AAA % =  aP

3
P.10P

-4
P 

AAB % = 3 aP

2
P.b.10P

-4
P 

ABC % = 6 a.b.c.10P

-4
P 
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où a, b et c représentent les pourcentages respectifs des acides gras A, B et C dans 

TAG déterminés par CPG. 

Ces dernières formules ne tiennent pas compte de la distribution réelle des AG sur 

la molécule de glycérol. En réalité, et d’après les résultats obtenus lors de l’hydrolyse 

enzymatique des TAG, les positions 1 et 3 du glycérol sont estérifiées 

préférentiellement par les acides gras saturés et  la position 2 est occupée 

préférentiellement par les AG insaturés. En tenant compte de ces résultats, nous avons 

préféré d’adopter la méthode dite ‘distribution «2-random-1, 3random’, où les 

proportions des différents isomères de TAG sont calculées par les relations suivantes : 

( ) ( )
( ) ( ) ( )

2 4
1,3 2

2 4
1,3 2 1,3 1,3 2

4
1,3 2 1,3 1,3 2 1,3 1,3 2 1,3

% . .10

% 2 . . . .10

% 2 . . 2 . . 2 . . .10

AAA a a

AAB a a b a b

ABC a b c c a b a c b

−

−

−

=

 = + 
 = + + 

 

où aB1,3 B, bB1,3B et cB1,3B représentent les pourcentages respectifs des acides gras A, B et 

C en position 1 et 3, et aB2B, bB2B et cB2B représentent les pourcentages respectifs des acides 

gras, B et C en position 2. 

 

4.4. Analyse des triacylglycérols par CLHP  

L’analyse des TAG par chromatographie liquide à haute performance fait 

intervenir plusieurs paramètres dont les principaux sont : 

•  Le nombre de partition (NP) : Il s’agit du nombre total d’atomes de carbone 

du triacylglycérol, excepté ceux du glycérol (NC) diminué de deux fois le 

nombre d’insaturations existant dans les chaînes d’A.G (NI) [51,73-75], soit : 

NINCNP .2−=  

Le nombre NP caractérise l’ordre d’élution des TAG dans une colonne à phase 

inverse. L’utilisation de ce seul paramètre ne donne cependant qu’un classement 

assez sommaire des TAG présents, car différentes molécules peuvent avoir le même 

NP. Précisons néanmoins que, pour un même nombre de partition, les TAG sont 
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élués par ordre décroissant du nombre de leurs doubles liaisons (NI). L’utilisation de 

coefficients correcteurs introduits par l’I.U.P.A.C [75] précisent les valeurs de NP. 

Ces coefficients ont été déterminés pour les acides oléique, linoléique et linolénique. 

Le NP devient alors le nombre de carbone équivalent (NCE) avec : 

).17.2().35.2().60.2( 321 nnnNCNCE −−−=  

où nB1B, nB2B et nB3B représentent le nombre d’insaturation respectivement des acides 

oléique, linoléique et linolénique. 

 

•  Le temps de rétention relatif (TRR) : Ce paramètre complémentaire du NP est 

déterminé selon la méthode de Goiffon et al. [51,52], on considère : 

1log ( ) log ( )
3
1log ( ) log ( )
3
1log ( ) log ( )
3

TRR A TRR AAA

TRR B TRR BBB

TRR C TRR CCC

=

=

=

 

où A, B et C sont les acides gras constitutifs des TAG. On en déduit que : 

)(log)(log)(log)(log CTRRBTRRATRRABCTRR ++=  

 Il est possible de calculer les TRR théoriques des différents TAG 

susceptibles d’être présents dans les corps gras étudiés à partir des témoins 

appropriés. 

•  Les proportions expérimentales des TAG : La détection des TAG se faisant par 

réfractomètre différentielle. Il est nécessaire dans la mesure du possible de corriger 

les résultats expérimentaux par un coefficient de réponse KBiB. PERRIN  et 

NAUDET [74] ont proposé le calcul approché suivant : 

si

sooo
i nn

nnK
−
−

=  
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où nBoooB est l’indice de réfraction de la trioléine (OOO) ; nBiB est l’indice de réfraction 

du TAG considéré ; nBsB est l’indice de réfraction du solvant d’élution ; nBi B= 1.3542 

pour un mélange d’acétonitrile et acétone (75 : 25 : V/V). 

   Les indices de réfraction des T.A.G homogènes étant donnés dans la 

littérature [52], on peut alors facilement calculer le KBiB de n’importe quel TA. G mixte 

selon la relation suivante : 

( )1
3i ABC AAA BBB CCCn n n n n= = + +  

  sachant que n (LnLnLn) = 1.4879, n (LLL) = 1.4750, n (OOO) = 1.4656 et  

n (PPP) = 1.4750, n (SSS) = 1.4601, où LnLnLn est le trilinolénine, PPP est le 

tripalmitine, SSS est le tristéraine. 

   Les conditions optimales de séparation ont été obtenues avec une phase 

mobile composée d’un mélange d’acétonitrile/acétone (75 :25 : V/V) au débit de  

1 ml/mn (figure 4.5). 

   Dans un souci de clarté et pour ne pas faire intervenir dans nos calculs des 

TAG dont les proportions sont inférieur à 0,5%, seuls les AG dont la proportion est 

supérieure à 3% ont été pris en considération. 

   A partir des temps de rétention connus d’échantillons authentiques de TAG 

homogènes (PPP, SSS, OOO, LLL, LnLnLn), nous avons déterminé les logarithmes 

des temps de rétention des acides gras pris en compte. Nous avons ensuite calculé les 

temps de rétention théoriques des dix TAG détectés. 
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Figure 4.5 : Chromatogramme CLHP des T.A.G de l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas 
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4.5. Résultats des différentes analyses 

 En utilisant toutes les méthodes de détermination des TAG déjà présentées avant, 

nous avons pu calculer les proportions probables des divers isomères de position en tenant 

compte des concentrations mesurées pour les acides gras en position 2. Le tableau 4.5 

regroupe les diverses espèces moléculaires de TAG ayant une teneur supérieure à 0,5%. 

Tableau 4.5 : Répartition des acides gras dans les triacylglycérols de l’huile du fruit  de 

Pistachier de l’Atlas 

TAG 
%  

CLHP 

TAG 

Hydrolyse 

enzymatique 

% Statistique 

1-random 

2-random 

3-random 

LLL 

LLO 

 

LLP 

 

LOO 

 

LPO 

 

 

LPP 

 

OOO 

OOP 

 

PPO 

 

PPP 

Autres 

02,60 

08,41 

 

06,12 

 

16,50 

 

17,01 

 

 

05,07 

 

12,40 

 

16,70 

08,00 

 

01,50 

-- 

L(LL) 

L(LO) 

O(LL) 

L(LP) 

P(LL) 

L(OO) 

O(LO) 

L(PO) 

P(LO) 

O(LP) 

P(PL) 

L(PP) 

OOO 

O(OP) 

P(OO) 

P(PO) 

O(PP) 

PPP 

-- 

02,50 

09,24 

01,68 

03,92 

00,22 

06,64 

08,63 

10,06 

01,15 

06,54 

00,88 

03,82 

11,07 

16,80 

01,48 

02,24 

06,36 

00,85 

-- 

01,20 

07,62 

 

02,60 

 

10,74 

 

16,44 

 

 

02,80 

 

11,36 

17,40 

 

08,86 

 

01,50 

-- 

01,00 

06,85 

 

04,14 

 

15,26 

 

17,74 

 

 

04,68 

 

11,07 

18,26 

 

08,59 

 

00,85 

-- 
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Dans l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas étudiée, nous retrouvons 

systématiquement de façon majoritaire les TAG suivants : POO, PLO, OOL, OOO, LLO, 

PPO (figure 4.6). Il est très remarquable que l’huile est riche en TAG formés par la 

combinaison des acides gras oléique, linoléique et palmitique, acides que l’on retrouve 

couramment dans la composition des l’huiles végétales [54,76]. La position Sn-2 est 

estérifiée principalement par les acides oléique et linoléique, acides que l’on retrouve en 

position Sn-2 des espèces moléculaires majoritaires des triacylglycérols. 

Les TAG de l’huile de Pistachier de l’Atlas sont largement représentés par des 

espèces moléculaires possédant l’acide oléique [OOO, O(LO), O(OP), (OPP)], ainsi que 

l’acide linoléique [L(OO), L(LO), L(PO)] en position Sn-2. Ces résultats sont comparables 

à ceux trouvés dans la littérature sur des huiles de soja, de maïs, d’olive, d’arachide et 

d’arganier [76]. 

Il est important de noter que les valeurs des taux des TAG qui contiennent deux 

chaînes oléines et une chaîne linoléine (O, O, L) et qui sont calculées par les deux 

méthodes (statistiques : ‘1-random, 3-random’ et expérimentale : la digestion 

enzymatique) sont en accord avec les valeurs expérimentales mesurées par CLHP. La 

même remarque est faite sur les triacylglycérols de type (P, O, L) et (P, P, O). Par contre, 

nous notons une légère différence entre ces proportions pour les TAG de type (L, L, L), (O, 

O, O) et (L, L, P). Une différence importante est à noter entre les proportions statistiques et 

expérimentales pour les espèces moléculaires de type (L, L, O), (L, O, O) et (L, P, P). 

L’analyse par CLHP et le calcul à partir des résultats de la digestion enzymatique 

confirme que l’huile de Pistachier de l’Atlas contient une quantité minimale des 

triacylglycérols trisaturé (PPP), espèce moléculaire absente dans la majorité des huiles 

végétales. 
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4.6. Conclusion 

Grâce à l’utilisation conjointe de la digestion enzymatique par la lipase pancréatique 

de porc et de la CLHP, nous avons pu réaliser une étude complète des triacylglycérols de 

l’huile  du fruit de Pistachier de l’Atlas, étude non encore entreprise à notre connaissance. 

Dans un premier temps, la composition des TAG de l’huile de Pistachier de l’Atlas 

en acides gras montre que les acides gras insaturés (oléique et linoléique) représente 

environ 73% des acides totaux, marge que l’on retrouve dans toutes les huiles alimentaires 

d’origine végétale. Il faut noter aussi que cette étude nous a permis de noter que la teneur 

en acide linoléique (22%) est plus élevée que celle trouvée pour l’huile d’olive (10%). Les 

résultats de la digestion enzymatique par la lipase de porc montre que la distribution des 

A.G dans les T.A.G suit les règles de positions énoncées par plusieurs auteurs [47,57,60-

69]. La position Sn-2 est préférentiellement occupée par les acides gras insaturés C18 

(oléique et linoléique), résultats déjà publiés pour plusieurs huiles d’origines végétales 

[63,64]. De même, les isomères des TAG majoritaires sont ceux possédant l’acide oléique 

en position Sn-2. Suite aux résultats de l’analyse des TAG par CLHP, les proportions des 

différentes classes de triacylglycérols, tri-insaturés (GUB3B), mono-saturés (GSUB2B) et di-

saturés (GSB2BU) sont respectivement 39,9%, 39,8% et 13,0%. Ces valeurs sont en bon 

accord avec celles calculées en utilisant les résultats de la digestion enzymatique par la 

lipase de porc. 

Figure 4.6 : Pourcentages des T.A.G déterminés par CLHP 
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CHAPITRE 5 

ETUDE DE LA FRACTION INSAPONIFIABLE 

 

 

 

 

5.1. Introduction   

La fraction insaponifiable ou partie non glycéridique est l’ensemble des constituants d’une 

huile ou d’une graisse qui, après action d’un hydroxyde alcalin (saponification), sont 

solubles dans les solvants classiques des lipides (solvants apolaires ou peu polaires) 

[21,22]. 

L’étude de cette fraction insaponifiable est complexe du fait de la diversité de ses 

constituants d’une part, et de la faible quantité de matériel de départ disponible d’autre part. 

En effet, contrairement aux graisses animales, le taux de l’insaponifiable des huiles végétales 

est relativement faible (0,2 à 2,0%) en masse [49]. Le beurre de carité constituant une 

exception avec une teneur d’environ 10% [21]. Les différentes classes de composés pouvant 

être présentes dans un insaponifiable sont les suivantes : 

• des hydrocarbures, notamment les hydrocarbures terpéniques en C30 et C40 

(carotènes), ces derniers étant caractérisés par des systèmes polyéthyléniques 

conjugués ; 

• des xanthophylles qui dérivent des précédents par oxydation (caroténoïdes) 

contenant une ou plusieurs fonctions oxygénées ; 

• des alcools aliphatiques supérieurs (alcools gras de 16 à 30 atomes de carbone) qui, 

lorsqu’ils sont estérifiés, forment des cires de protection de certains tissus ; 

• des aldéhydes et des cétones responsables des flaveurs ; 

• des vitamines liposolubles (vitamines A, D, E). La vitamine E et les composés 

voisins sont désignés globalement par les termes de tocophérols et tocotriénols. Elles 

sont observées de façon systématique dans les lipides d’origine naturelle ou avant la 
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saponification. Elles sont également présentes sous forme libres et sous forme 

d’esters d’acides gras ; 

• des composés triterpéniques provenant de la cyclisation du 2,3-époxysqualène. Cette 

classe de composés regroupe les alcools triterpéniques,  

les 4α-méthylstérols, les stérols et les dérivées polyfonctionnels de ces composés ; 

• des cétones triterpéniques rarement rencontrées dans le règne végétal ;  

• Les stérols, les 4α-méthylstérols et les alcools triterpéniques, par leur nature et leurs 

propriétés, constituent une véritable empreinte digitale de l’huile. Ils permettent son 

identification et par la suite sa détection dans un mélange, d’où l’intérêt en cas de 

fraudes éventuelles ; 

Par ailleurs, ces composés présentent un intérêt chimiotaxonomique important. Les 

plantes d’une même famille botanique présentent le plus souvent des filières triterpéniques 

voisines. Après saponification de l’huile, l’insaponifiable est extrait par l’oxyde d’éthyle. 

L’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas que nous avons étudié contient une teneur de 1,72% 

(m/m) d’insaponifiable. Cette valeur indique que l’insaponifiable est une fraction mineure des 

huiles. On remarque que la teneur en insaponifiable de l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas 

est comparable à d’autres huiles végétales  (tableau 5.1). 
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Tableau 5.1 : Teneur en insaponifiable de quelques huiles végétales 

Huile % en insaponifiable  

Tournesol 

Colza 

Soja 

Maïs 

Pépins de raisin 

Carthame 

Sésame 

Oeillette 

Lin 

Amande 

Noisette 

Noix 

Pépin de cassis 

Citrouille 

Courge 

Melon 

Germe de blé 

Arachide Afrique 

Arachide Amérique du sud 

Coton 

Coprah 

Palmiste 

Beurre de cacao 

Karité 

Olive vierge 

Palme 

Avocat 

0,5 – 1,5 

0,7 – 1,8 

0,5 – 1,6 

0,8 – 2,0 

0,8 – 1,5 

1,0 – 1,5 

0,5 – 1,5 

0,5 – 1,3 

0,3 – 1,2 

0,3 – 1,2 

0,5 – 0,7 

0,5 – 1,0 

1,0 – 1,2 

1,2 

2,1 

1,0 

3,0 – 4,0 

0,6- 1 0 

0,6 – 0,9 

0,6 – 1,5 

0,6 – 1,5 

0,3 – 0,8 

0,3 – 0,5 

7,0 – 10,0 

0,4 – 0,8 

0,5 – 1,2 

1 – 12,0 
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5.2. Fractionnement de l’insaponifiable 

Plusieurs méthodes et techniques sont utilisées pour fractionner l’insaponifiable dont : 

•  la chromatographie sur couche mince de silice (CCM) : elle permet de repérer les 

diverses classes de constituants, par comparaison avec des étalons commerciaux 

(tocophérol, lanostérol, cholestérol) [77]. 

•  la chromatographie préparative sur colonne ouverte d’alumine hydratée à 5% 

[77,78] : l’éluant employé est un mélange hexane/éther de polarité croissante, cette 

méthode demande pour travailler une quantité de l’ordre de 1g. 

•  la chromatographie liquide à haute performance (CLHP) sur colonne de silice : elle 

permet aussi de doser les composés triterpéniques [79,80]. L’éluant employé est un 

mélange hexane/alcool isopropylique (98,5 : 1,5 V/V). On peut en particulier 

fractionner les ∆B5B et ∆B7B stérols dont les temps de rétentions relatifs par rapport au 

cholestérol sont 1,0 et 1,1. Cette méthode présente l’avantage, par rapport à la CCM, 

d’un dosage quantitatif de chacune des deux classes de stérols. 

Dans notre cas, l’insaponifiable de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas a été 

fractionné selon la technique CCM sur silice avec comme éluant un mélange hexane/éther (7 : 

3 V/V). On réalise deux migrations successives. Cette analyse montre que l’insaponifiable de 

l’huile étudiée possède une forte intensité relative pour les spots correspondants au ∆B5B stérols 

(RBf B= 0,37), aux tocophérols (RBf B= 0,58) aux hydrocarbures  

(RBf B= 0,70), et de façon moindre aux alcools triterpéniques (RBf B= 0,51) et aux 4α-

méthylstérols (RBf B= 0,45). Nous observons aussi des traces de ∆B7B stérols (RBf B= 0,34)  

(figure 5.1). 
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Figure 5.1 : CCM des insaponifiables de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas 

Révélateur solution aqueuse d’acide sulfurique HB2BSOB4B 50% suivit d’un chauffage à l’étuve à 110 °C 

Cholestérol                Lanostérol            Tocophérol  Insaponifiable 
d’huile 

Front du solvant     

Alcools 
triterpéniques 

Hydrocarbures 
divers 

Tocophérols 

4-méthylstérols 

∆B5B et ∆B7B stérols 
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CHAPITRE 6 

ETUDE DES TOCOPHEROLS 

 

 

 

6.1. Introduction 

Les tocophérols constituent une fraction mineure de l’insaponifiable des corps gras. 

Ce sont des composés phénoliques possédant un noyau chromane portant en carbone 2 une 

chaîne latérale tri-isopropénique saturée dans le cas des tocophérols et tri-insaturée dans le 

cas des tocotriénols. La substitution du noyau aromatique par des groupes méthyles 

conduit aux huit combinaisons naturelles données dans la figure 6.1. 

 

 

 

 

 

  Composés 

RB1 

Me 

H 

Me 

H 

RB2 

Me 

Me 

H 

H 

A 

α-tocophérol 

β-tocophérol 

γ-tocophérol 

δ-tocophérol 

B 

α-tocotriénol 

β- tocotriénol 

γ- tocotriénol 

δ- tocotriénol 

 

Figure 6.1 : Structure des différents tocophérols et tocotriénols 
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Les tocophérols sont généralement des constituants mineurs des corps gras végétaux. 

Ils existent principalement sous forme monomère [77]. Ces composés sont classés dans le 

groupe des vitamines liposolubles (vitamine E de fertilité). Bien que leurs structures 

différent peu, leurs effets sont très variables. 

En effet, la forme α présente l’activité vitaminique la plus importante, tandis que 

l’isomère γ est plus efficace comme antioxydant. Cet isomère (γ) économise l’oxygène de 

la respiration cellulaire, protége les substances oxydables. De plus, il intervient dans le 

métabolisme des graisses en empêchant la dégradation des acides gras [77,81]. 

La recherche médicale a démontré les effets bénéfiques de la vitamine E, entre autres 

dans le retard de l’évolution de l’infection par le virus HIV en SIDA clinique et dans la 

réduction des symptômes qui y sont associés. Des études cliniques sont requises pour 

illustrer les effets bénéfiques potentiels de ces nutriments dans la prolongation de la 

période asymptomatique de l’infection par le virus en HIV en combinaison avec un 

traitement par un médicament antiviral chez les patients souffrants du SIDA [82]. 

 

6.2. Dosage quantitatif des tocophérols 

6.2.1.  Dosage des tocophérols totaux   

Nous avons adopté la méthode de dosage colorimétrique d’EMMERIE-ENGEL [83]. 

Cette méthode est basée sur la réaction d’oxydoréduction entre les tocophérols et le fer 

ferrique (FeP

3+
P) qui est réduit en fer ferreux (FeP

2+
P). Ce dernier et en présence de réactifs 

spécifiques comme l’orthophénantroline  forme un complexe rouge-orangé stable dont le 

coefficient d’extinction molaire à 510 nm est très élevé. 

Ce dosage peut être réalisé soit à partir de l’insaponifiable [84], soit à partir de 

l’huile [85]. Chacun de ces dosages a ses avantages et inconvénients. Lorsqu’on effectue 

l’analyse à partir de l’huile totale, on ne tient pas compte des composés tocophéroliques 

engagés dans des combinaisons de type esters. En effet, la réaction d’oxydo-réduction, 

conduisant à des composés de type quinonique, ne peut avoir lieu. L’analyse effectuée ne 

tient compte que des tocophérols libres. Dans le cas du dosage à partir de l’insaponifiable, 

on dose les tocophérols totaux, initialement libres et estérifiés. Lors des différentes 
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manipulations nécessaires, une dégradation partielle de ces composés peu avoir lieu, sauf 

cas particulier des huiles végétales pauvres en esters tocophéroliques. En fin de compte, les 

deux méthodes de dosages donnent des résultats assez proches. 

Une droite étalon tracée à partir d’α-tocophérol commercial permet de relier la 

densité optique et la concentration en tocophérols   

Nous avons effectué le dosage sur l’huile brute. Le résultat montre que la teneur de 

l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas en tocophérols totaux est de  936 mg/kg. Toutefois, 

cette valeur est peu élevée par rapport à celle que l’on trouve dans les huiles de maïs, de 

tournesol et d’olive dont les valeurs sont respectivement de 1168, 673 et 200 mg/kg [22]. 

  

6.2.2. Dosage quantitatif des tocophérols individuels 

Le dosage des tocophérols individuels peut être réalisé soit par CPG [86,87], soit par 

CLHP [88,89]. Nous avons choisi cette dernière technique car elle donne de meilleurs 

résultats. Nous avons effectué l’analyse sur l’huile directe. Nous avons utilisé une colonne 

apolaire à phase inverse (RP18) et un mélange méthanol/acétonitrile (70 : 30 V/V) comme 

éluant de débit de 1 ml/mn. La détection est faite par fluométrie avec une longueur d’onde 

d’excitation de 290 nm et celle de l’émission de 330 nm. L’identification des différents 

tocophérols présents dans l’huile de Pistachier de l’Atlas est faite par la co-injection des 

tocophérols étalons (standards) (α, β, γ, δ). Un étalonnage externe nous a permis de 

calculer la quantité de chaque tocophérol individuel contenu dans l’huile figure 6.2. 

L’étude des chromatogrammes CLHP de l’huile de fruit (figure 6.3) et de ceux des 

tocophérols individuels étalons (figure 6.4) nous a permis d’aboutir aux résultats portés 

dans le tableau 6.1. 
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Figure 6.3 : Chromatogramme CLHP des tocophérols individuels de l’huile du 
fruit de Pistachier de l’Atlas 

Figure 6.2 : Courbe d’étalonnage externe de l’α- tocophérols  
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Tableau 6.1 : Tocophérols individue ls de l’huile de Pistachier de l’Atlas 

Tocophérols % mg/kg 

α-tocophérol 

β- tocophérol 

γ- tocophérol 

δ- tocophérol 

58,10 

-- 

37,24 

04,66 

398,8 

-- 

255,6 

32,0 

Total 100 686,4 

 

L’analyse des tocophérols de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas fait apparaître 

une très forte prédominance des deux isomères α et γ-tocophérol avec des teneurs 

respectives de 398,8mg/kg et 255,6 mg/kg. Il faut noter que la valeur de la teneur en 

tocophérols totaux trouvée par le dosage colorimétrique (936 mg/kg) est bien supérieure à 

Figure 6.4 : Chromatogramme CLHP des tocophérols individuels étalons 
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celle déterminée par CLHP (686,4 mg/kg), soit une différence de 249.6 mg/kg. A notre 

avis, cet écart relativement important est due à l’existence des xanthophilles et des 

carotènes dans l’huile qui pourraient interférer avec le dosage colorimétrique, car il est 

conseillé de passer l’échantillon sur une colonne de terre à foulon avant la lecture de la 

densité optique afin d’éliminer les xanthophiles et les carotènes. Malheureusement, par 

faute d’indisponibilité de terre à foulon, cette étape de purification n’a pu être faite. 

 

6.3. Conclusion  

L’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas est une huile riche en composés 

tocophéroliques, si on la compare aux huiles d’arachide (360 mg/kg) ou d’avocat (83 

mg/kg). Par contre, elle se rapproche des huiles de pépins de raisin (700 mg/kg), du fait de 

sa richesse en γ- tocophérol. Elle bénéficie par ailleurs d’une résistance importante à 

l’oxydation. De même, la forte teneur en α-tocophérol confère à l’huile du fruit de 

Pistachier de l’Atlas de bonnes propriétés biologiques vitaminique E. 
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CHAPITRE 7 

ETUDE DES STEROLS 

 

 

 

7.1. Description générale des stérols   

Les stérols sont universellement répandus chez les êtres vivants, aussi bien dans le 

règne animal que dans le règne végétal. On les trouve également chez les micro-

organismes. 

La plupart des organismes Eucaryotes ont besoin de stérols, qui ont un rôle 

architectural et interviennent comme une partie intégrante des membranes cellulaires. 

Les animaux sont capables de synthétiser certains stérols. Le cholestérol étant 

l’exemple le plus répandu. D’autres peuvent être contenu dans l’alimentation. En effet, 

chez les végétaux, les structures stéroliques sont beaucoup plus nombreuses, certaines 

semblent d’ailleurs caractéristiques d’une famille. Ainsi, les stérols ont un rôle 

chimiotaxonomique beaucoup plus fin que d’autres composés lipidiques comme les acides 

gras. 

Les phytostérols sont présents dans la fraction lipidique. Dans les huiles de graines 

ou de fruits, ils sont généralement présents en faibles teneurs. Ils peuvent être rencontrés 

sous forme libre ou combinée, dont la principale est l’estérification par un corps gras. 

Les stérols sont des alcools polycycliques à point de fusion élevé. Ils sont stables, 

sans odeur et sans goût [90]. Ils sont relativement inertes et contribuent peu aux propriétés 

des huiles bien qu’ils les caractérisent mieux que ne le font les acides gras. 

Les stérols sont des composés tétracycliques. Ils comportent le plus souvent 27, 28 

ou 29 atomes de carbone. Le squelette de base est le cyclopentanoperhydrophénanthrène 

représenté sur la figure 7.1. 
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Les stérols appartiennent à la famille des allo-stéranes caractérisée par la 

conformation des cycles chaise-chaise  -  chaise-bateau. La jonction des cycles A et B est 

trans. La numérotation des carbones se fait dans l’ordre suivant : d’abord, les squelettes de 

base à partir du cycle A, puis ses substituants et enfin la chaîne latérale comme le montre la 

figure 7.2. La position des substituants est repérée par rapport au plan du cycle comme 

suit :  β au-dessus, α au-dessous. La numérotation inverse est appliquée pour la chaîne. Les 

différents stérols connus à ce jour possèdent des substituants communs : 

• Sur le carbone 3 : dans les stérols naturels la fonction alcool est en position β. 

• Sur les carbones 10 et 13 : un groupement méthyle en β, exceptionnellement, 

un 14α-méthyle. 

• Une ou plusieurs doubles liaisons sur les cycles : sur le cycle B en général, plus 

rarement sur les cycles C et D. 

• Sur le carbone 17 : une chaîne latérale généralement en position β. Elle est 

saturée, mono ou di-insaturée et comporte au minimum deux substituants : un 

groupement isopropyle en fin de chaîne et un groupement méthyle sur le 

carbone 20. Le carbone 24 peut être substitué par des groupements, méthyle, 

éthyle, méthylène ou éthyldiène (Z ou E). 

 

 

 

 

A B

C D

Figure 7.1 : Cyclopentanoperhydrophénanthrène
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Les stérols sont répartis en trois groupes selon la nature du substituant sur le carbone 

24 : 

• Série du cholestane : c’est le système de base comportant 27 atomes de carbone. 

Il n’y a pas de substituant sur la position 24. 

• Série de l’ergostane : ces composés présentent en plus un groupe méthyle. Dans 

ce cas, le carbone 24 est de configuration S, que la chaîne latérale soit saturée 

ou non. Les stérols présentant un carbone 24 de configuration R et une chaîne 

latérale saturée appartiennent à la série campestane. 

• Série du stigmastane : les stérols possèdent un groupe éthyle en 24. Le carbone 

24 est de configuration R avec une chaîne latérale saturée, ou de configuration 

S avec une chaîne latérale insaturée. Lorsque la chaîne latérale est saturée et le 

carbone 24 est de configuration S, les stérols appartiennent à la série 

pariférastane. 

Cependant, la plupart des stérols courants ont un nom usuel. 

Les types de stérols rencontrés dans le monde végétal sont caractérisés par leur 

noyau tétracyclique et leur chaîne latérale. 

Figure 7.2 : Numérotation des carbones du sitostérol 
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Le noyau tétracyclique présente en général une double liaison, le plus souvent en 5, 

elle peut également être rencontré en 7, beaucoup plus rarement en 8(9) ou 9(11). Le noyau 

cyclopropanique en 9-10-19 et le groupement méthyle en 14α, présents chez les 

précurseurs, subsistent rarement. 

Les possibilités existantes sur la chaîne latérale sont nombreuses (figure 7.3). La 

chaîne peut être saturée. Elle comporte une ou deux doubles liaisons qui ne sont jamais 

conjuguées et présente 8, 9 ou 10 atomes de carbone. La substitution a généralement lieu 

en 22,  24(25), ou 25(27). Le carbone 24 est généralement en position α mais on rencontre 

certains stérols, tels que le brassicastérol, où il se positionne en β. La configuration de ce 

carbone 24 est R, si la chaîne est saturée et S si la chaîne comporte une double liaison 22. 

Les principaux stérols rencontrés dans le règne végétal sont répertoriés dans le 

tableau 7.1. Certains stérols sont très fréquents : le cholestérol, le campestérol, le 

brassicastérol, le stigmastérol, le sitostérol, le ∆B5B-avénastérol (ou isofucostérol), le 

spinastérol, le ∆B7B-stigmastérol et le ∆B7B-avenastérol. Les ∆B5B-stérols son majoritaires, 

particulièrement ceux substituées en 24 [22].  

Le stérol le plus abondant dans le règne végétal est sans conteste le sitostérol suivi du 

campestérol,  puis du stigmastérol et enfin le ∆B5B-avénastérol. Le brassicastérol est présent 

uniquement chez les Brassicaceae. On rencontre certaines familles chez les ∆B7B-stérols où 

ceux-ci sont prépondérants. C’est le cas entre autres des familles botaniques des 

Sapotaceae [91], des Phytolaccaeae [92], des Cucurbitaceae [93], des Theaceae [94] et 

des Chenopodiaceae [95]. Le cholestérol, longtemps considéré comme exclusivement 

animal, a été mis en évidence chez  de nombreux végétaux [96-102], cependant en petite 

quantité par rapport aux autres stérols. 

Le 22-déhydrocholestérol, le démostérol, le 24-méthylène cholestérol et notamment  

le fucostérol sont caractéristiques des algues marines. Le ∆B7B-chlostérol, le zymostérol, le 

fécostérol et l’ergostérol sont plus fréquemment rencontrés chez les champignons [103]. 
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Tableau 7.1 : Principaux stérols présents dans le règne végétal 

 

 

(a) 

(b) 

Figure 7.3 : Principaux noyaux tétracycliques (a) et chaînes latérales  (b) dans les stérols  
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Stérol 
(Figure 7.3) 

Nomenclature 
 

Nom  usuel 
 

la cholestan- 36- ol cholestanol 
ld 24a- ergostanol campestanol 
Ih stigmastan- 36- ol stigmastanol 
2a cholest- 5- en- 36- ol cholestérol 
2d 24a- ergost- 5- en- 36-ol campestérol 
2h 24a- stigmast- 5- en- 36- ol sitostérol 
2b cholesta-5,22(E)- dien- 36- ol 22- déhydrocholestérol 
2e 246- ergosta- 5,22(E)- dien- 36- ol brassicastérol 
2i 24a- stigmasta- 5,22(E)- dien- 36- ol stigmastérol 
2c cholesta- 5,24(25)- dien- 36- ol desmostérol 
2f ergosta- 5,24(24!)- dien- 36- ol 24-méthylène cholestérol 

2j stigmasta- 5,24(24!)(Z)- dien- 36- ol ∆5-avenastérol ou isofucostérol 

2k stigmasta- 5,24(24P

1
P)(E)- dien- 36- ol fucostérol 

21 24a- stigmasta- 5,25- dien- 36- ol clérostérol 
2m 24cc- stigmasta- 5,22(E),25- trien- 36- ol - 

3a cholest- 7- en- 36- ol ∆7-cholesténol ou lathostérol 

3d 
 

24a- stigmast- 7- en- 36- ol 
 

∆7-stigmasténol ou schotténol 
 

3e 246- ergosta- 7,22(E)- dien- 36- ol chondrillastérol 
3k stigmasta- 7,24(24P

1
P)(E)- dien- 36- ol isoavenastérol 

3j stigmasta- 7, 24(24P

1
P)(Z)- dien- 36- ol ∆7-avenastérol 

31 24a- stigmasta- 7,25- dien- 36- ol . 
3m 24cc - sigmasta- 7,22(E),25- trien- 36- ol _ 
4c cholesta- 8,24(25)- dien- 36- ol zymostérol 

4f ergosta- 8,24(24!)- dien- 36- ol fécostérol 
4i 24a- stigmasta- 8,22(E)- dien- 36- ol _ 
41 24cc- stigmasta- 8,25- dien- 36- ol - 
5h 24a- stigmast- 9(11)- en- 36- ol - 
6a cholesta- 5,7- dien- 36- ol ∆7 -déhydrocholestérol 
6n 248- ergost- 5,7,22(E)- trien- 36- ol ergostérol 
7a  14ot- methyl- 98,19- cyclo- cholestan- 36- ol polUnastérol 



 

 

7.2. Fonctions biologiques des stérols 

De nombreuses fonctions biologiques sont attribuées aux stérols libres. Parmi eux, 

nous mentionnons les plus citées dans la littérature. 

7.2.1.  Rôle dans la membrane cellulaire  

C’est la première fonction reconnue aux stérols [104]. Ils ont un rôle architectural 

[105] au niveau de la membrane cellulaire animale soit elle ou végétale dans laquelle ils 

interagissent avec les phospholipides en modifiant sa perméabilité. 

7.2.2.  Rôle dans les hormones  

Heftmann [106] trouve des similitudes entre la biosynthèse des hormones 

végétales et celle des hormones animales. Chez les animaux, l’oxydation et 

l’aromatisation des stérols conduisent aux hormones qui sont responsables des 

processus de croissance, de respiration et reproduction. Nes [105] a aussi reconnu aux 

stérols ce rôle de précurseur d’hormones stéroïdiennes. Ils sont par exemple à l’origine 

de la biosynthèse des sapogénines stéroïdiques présentes chez le fenugrec [107]. 

L’action directe des stérols comme hormone n’est pas prouvée. Biscus et al. [108] ont 

notamment remarqué que le sitostérol n’avait aucune action sur la croissance des 

chrysanthemum, mais stimulait l’initiation des boutons de fleurs. 

La fonction des stérols dans la croissance et la reproduction a été reconnue chez les 

microorganismes, tels que candida rugosa, à qui un stérol est indispensable pour la 

production de la lipase [106]. Il en est de même pour les insectes phytopages [105]. 

7.2.3. Rôle de stockage  

Certains stérols constitueraient un stock inerte rapidement convertible en composés 

biologiquement actifs. Ainsi, le sitostérol fonctionnerait comme une réserve pour les 

plantes qui pourraient produire d’autres stérols et par conséquent d’autres hormones 

[105,100]. 
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7.2.4. Autres rôles des stérols  

Les stérols favoriseraient la sensibilisation aux antibiotiques des champignons [106]. 

Sims et al. [108] attribuent à certains phytostérols la protection d’huiles végétales de la 

polymérisation oxydative. 

Les ∆B7B-stérols semblent être associés à la pigmentation des organes végétatifs de la 

plante chez Cucurbita maxima L [109]. Ce sont des constituants des feuilles, tiges, fleurs et 

péricarpes, mais pas des racines et des cotylédons. 

 

7.3. Méthodes d’analyse des stérols  

Les techniques exposées ici concernent aussi bien les stérols présents naturellement 

sous forme libre que les stérols totaux obtenus après saponification. Il est possible de les 

caractériser, de les doser et de les identifier. 

7.3.1. Caractérisation des stérols 

En CCM, nous avons vu que les stérols sont généralement séparés des autres 

constituants en utilisant un éluant hexane/éther (7/3 V/V) avec un facteur de rétention  

RBf  B= 0,37. 

Les stérols peuvent être mis en évidence par l’emploi de divers réactifs 

caractéristiques. Les tests de Liebermann-Burchard, de Salkowski [110], la pulvérisation 

de dichlorofluororescène à 0,2% dans l’éthanol [111], ainsi que la carbazole et la 

rhodamine B ou 6G [112] permettent la révélation des stérols. 

La spectroscopie infrarouge (IR) permet de vérifier la présence d’hydroxyle, mais 

elle est difficilement exploitable dans des mélanges. 

7.3.2. Dosages  

Le dosage des stérols totaux peut être réalisé par précipitation de leurs digitonides 

[113], par absorption spectrophotométrique suivant le test de Liebermann-Burchard [114], 
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par méthode enzymatique avec la cholestérol oxydase [115], et également par 

chromatographie en phase gazeuse [116]. 

Les stérols peuvent également être quantifiés par la technique de Sperry-Webb 

modifiée [117]. Il s’agit d’une mesure spectrophotométrique de l’absorbance des 

digitonides après le test de Liebermann-Burchard. 

7.3.3. Identification des stérols  

La chromatographie en phase gazeuse (CPG) est l’une des techniques les plus 

utilisées pour l’analyse des stérols végétaux. De nombreuses phases de colonnes capillaires 

ont été testées SE30 et OV1 (100% méthylpolysiloxane) et OV17 (50% phényl, 50% 

Méthylpolysiloxane) [101]. 

Les stérols sont analysés sous forme libre ou acéthylée ou silylée [118], et identifiés 

par leurs temps de rétention relatifs (TRR) par rapport au cholestérol ou au sitostérol. La 

dérivatisation améliore en général la séparation des stérols entre eux. 

La spectrométrie de masse (SM) permet d’obtenir la masse moléculaire et la 

fragmentation des composés. Elle est très souvent couplée à la CPG (CG-SM) [110,120] et 

complète l’information obtenue précédemment. Les stérols sont également analysés sous 

forme libre ou acéthylée ou silylée. Il semble cependant que les dérivées triméthylsilylés 

donnent des indications plus précises pour les spectres de masse [121]. 

Les principaux fragments des stérols silylés, permettant l’identification de la série à 

laquelle ils appartiennent, sont résumés dans le tableau 7.2 et représentés sur la figure 7.4 

[121]. Le tableau 7.2 regroupe l’identification des stérols mono et di-insaturés en 5, 7, 22 

et 24 car se sont les plus courants, mais il ne faut pas exclure la présence possible de 

composés minoritaires possédant une double liaison dans les positions inhabituelles, ainsi 

que des stérols tri-insaturés. 
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Tableau 7.2 : Identification des principaux stérols triméthylsililés par leurs fragments 

caractéristiques 

monosaturé di-insaturé  
Saturé 

∆B5B ∆B7B ∆B5B,22 ∆B5B, 24(24) ∆B7B, 22 ∆B7B, 24/24 

Pic de 

base 
215 

M-129 

ou 

129 

255 

ou 

M 

M-129 

ou 

129 

M-129 

ou 

129 

253 343 

Fragments 

typiques 

305 

 

229 

M-129 

M-211 

129 

345 

229 

343 

M-43 

M-43-90 

 

386 

371/372 

343 

296 

281 

253 

343 

M-43 

M-43-90 

386 

371/372 

343 

296 

281 

253 

 

Figure 7.4 : Fragmentations caractéristiques des stérols triméthylsilylés 

78 



 

 

 

Figure 7.5 : Fragmentations caractéristiques des stérols triméthylsilylés 
 

Le pic moléculaire des stérols silylés est toujours observé et indique la série et le 

nombre d’insaturation. Les stérols silylés présentent également des pics caractéristiques : 

M pic de masse ;  M-90 : M-(CHB3B)SiOH ;  M-CHB3 B; M-15-90 ; 213/215 (rupture du cycle 

D). 

Tous les ∆B5B-stérols sylilés présentent dans leur spectre de masse comme pic de base 

le fragment m/z = 129, accompagné dans tous les cas de l’ion M-129. Ils se forment de la 

manière indiquée dans la figure 7.4. 

 

 

Figure 7.6 : Fragmentation de la chaîne latérale du TMS ∆B5B-aveanstérol 

Les ∆B5B-stérols présentent une seconde insaturation en 24(24P

1
P) comme le ∆B5B-

avenastérol (ou isofucostérol) et montrent un clivage allylique de la liaison C22-23 avec un 

transfert d’un atome d’hydrogène par réarrangement de MacLafferty schématisé dans la 

figure 7.5. 
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Figure 7.7 : Fragmentation des ∆22(23) stérols 

Le stigmastérol est un ∆B5B-stérol dont la seconde insaturation se situe sur le carbone 

22(23). La fragmentation caractéristique de ces stérols au niveau de la chaîne latérale est 

résumée sur la figure 7.6. 

Les spectres de masse des ∆B7B-stérols sont caractérisés par l’absence des fragments 

m/z = 129 et M-129. Chez les stérols monoinsaturés, on note les fragments m/z = 129 et 

345 (M-CL). Chez les di-insaturés, m/z = 343 (M-CL-2H). Dans tous les cas, les stérols 

sont accompagnés de m/z =  M-CL-42, M-CL-42-90, M-CL-27 et M-CL-27-90. Ces deux 

derniers fragments sont issus d’un ion intermédiaire obtenu après rupture du cycle D. 

La résonance magnétique nucléaire (RMN) est utilisée pour l’identification d’un 

composé pur. L’isolement préalable du stérol est indispensable. L’analyse peut être une 

RMN du proton et/ou du carbone 13 [112]. 

L’infrarouge (IR) est une technique moins employée. Elle est parfois couplée à la 

masse CPG (C.G-IRTF). Cette méthode complémentaire d’identification peut être très 

utile, car les spectres de certains stérols se distinguent nettement dans la région de 

l’empreinte digitale [123]. 

7.4. Analyse des stérols du fruit de Pistachier de l’Atlas  

L’analyse des stérols a donc commencé par un fractionnement de l’insaponifiable par 

CCM préparative. Deux migrations sont nécessaires. L’élution étant effectuée par un 

mélange hexane/diéthyl éther [7/3 (V/V)]. Après le grattage de la zone correspondante aux 

stérols, ces derniers sont désorbés par le chloroforme. Après évaporation du solvant à 

pression réduite, les stérols sont sylilés puis directement analysés par CPG couplée à un 

détecteur de spectrométrie de masse. 
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Le chromatogramme (figure 7.8) montre 7 pics (SB1B à SB7B). A partir des spectres de 

masse de chaque stérol, nous notons les ions moléculaires à m/z = 458, 472, 484, 486 et 

488, et des fragments à m/z = [M-15], [M-90] et  [M-150-190]. Nous remarquons aussi et 

dans la majorité des spectres de masses des stérols séparés des fragments à m/z = 213 et 

255 d’intensités variables. Le fragment m/z = 213 correspond au clivage du cycle D avec 

un transfert d’un atome d’hydrogène, alors que le deuxième fragment m/z = 255 est 

caractéristique du clivage de la chaîne latérale entre les deux carbone CB17B et CB20B. Ces deux 

fragments nous permettent de déterminer la formule brute de la chaîne latérale par 

différence avec la masse de l’ion moléculaire [124-126]. Dans la plupart des spectres de 

masse des stérols de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas, nous remarquons les 

fragments à m/z = 129 et M-129. Ce dernier résulte du clivage allylique des liaisons  

CB1B-CB10B et CB3B-CB4B. Ces deux fragments sont caractéristiques des ∆B5B-stérols sylilés 

[124,119,127] (stérols silylés ayant une insaturation en (5/6)). Nous  remarquons aussi 

dans le spectre de masse des stérols, d’une part l’absence totale des fragments 

caractéristques des ∆B5B-stérols, et d’autre part l’existence de deux fragments de faibles 

intensités à m/z = 300 et 302  et qui peuvent être dus à des réactions de Diel-Alders pour ce 

type de stérols. Notons aussi l’existence d’un fragment intense à m/z = 255 qui résulte du 

clivage de la chaîne latérale. Tous ces fragments sont caractéristiques des stérols sylilés 

ayant une insaturation en (7/8) (∆B7B-stérols). 

Il est possible de localiser la position de la double liaison dans la chaîne latérale et 

cela à partir du fragment m/z = 372 (M-CB8BHB15B-1H) qui est due au clivage allylique CB20B-CB22B 

avec un transfert d’un atome d’hydrogène du cycle D. 

Les deux fragments m/z = 345 (M-CB10BHB19B) et m/z = 343 (M-CB10BHB19B-2H), qui sont 

selon Willie [126] et Djerrasi [125] caractéristiques d’un clivage allylique de la chaîne 

latérale, possèdent une double liaison entre les deux carbone CB22B-CB23B. 

En fin et ce qui attire notre attention, c’est l’absence totale des fragments 

caractérisants les ∆B5B- et ∆B7B-stérols sylilés du spectre de masse du stérol de masse 

moléculaire 416. Ce stérol est caractérisé par un pic intense à m/z = 215 et qui est absent 

dans tous les spectres de masse des autres stérols. 

 

81 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Sur la base de ces observations, nous avons essayé d’identifier les structures moléculaires 

des stérols de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas.  

7.5. Identification des différents stérols séparés  

• Stérol 1 : S1 

TR = 13,82 mn,  TRR = 1,00 

M(TMS) = 458,   M = 386,     formule brute CB27BHB46BO  

Caractérisé par un ion de masse m/z = 253 qui est la différence [458-CB8BHB17B-

TMSOH]. Le stérol est donc de type colestane. La chaîne latérale est saturée avec 8 atomes 

de carbone. S1 est donc le colestène -5, ol-3β ou cholestérol. 

• Stérol 2 : S2 

TR = 16,52 mn,   TRR = 1,19 

M(TMS) = 472,    M=400,    formule brute CB28BHB48BO 

Figure 7.8 : Chromatogramme des stérols du fruit de Pistachier de l’Atlas 
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L’existence de l’ion de masse m/z = 255 qui est la différence [472-CB9BHB19B-TMSOH], 

montre que ce stérol possède une chaîne latérale saturée avec 9 atomes de carbone. 

S2 est le méthyl-24, colestène-5, ol-3β ou campestérol. 

 

• Stérol 3 : S3 

TR = 19,89 mn,     TRR = 1,44 

M(TMS) = 484,     M=412,   formule brute CB29BHB48BO 

Le fragment à m/z = 257, [484-CB10BHB19B-TMSOH] indique l’existence d’une chaîne 

latérale avec 10 atomes de carbone mono insaturé. 

Le fragment m/z = 371 est caractéristique du clivage de la liaison C20-C22. Un autre 

fragment à m/z = 386 caractéristique du clivage de la liaison C22-C23 de type 

MacLafferty. Ces deux fragments justifient l’existence d’une double liaison en 24(28) et le 

stérol est de type stigmastane, S1 est donc stigmastadiène -5, 24(28), ol-3β. 
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• Stérol 4 : S4 

TR = 19,54 mn,     TRR =1,.41 

M(TMS) = 486,      M=414,    formule brute CB29BHB50BO 

Ce stérol possède une chaîne latérale mono insaturée de 10 atomes de carbone. 

Le fragment m/z = 255 [486-CB10BHB21B-TMSOH]. 

Le S4 est le stigmastène -5, ol-3β ou le sitostérol. 

• Stérol 5 : S5 

TR = 21,33 mn,   TRR = 1,54 

M(TMS) = 486,       M=414,       formule brute CB29BHB50BO 

Absence du fragment à m/z = 129, donc pas d’insaturation en position 5(6). 

L’existence d’un ion à m/z = 303 résulte de la différence de la masse moléculaire du 

CB10BHB19B et d’une partie du cycle D, et d’un autre ion à m/z =  255 [486-CB10BHB19B-TMSOH]. 

Ces deux ions sont caractéristiques des ∆B7B-térols sylilés. Donc S5 est stigmastène -7, ol-3β, 

ou ∆B7B-stigmastène. 

• Stérol 6 : S6 

TR = 19,70 mn,     TRR=1,42 

M(TMS) = 488,      M=416,      formule brute CB29BHB50BO 

Absence totale dans son spectre de masse des fragments caractéristiques de ∆B5B et ∆B7B-

stérols, ce qui confirme que ce stérol ne possède pas des doubles liaisons. Donc, c’est un 

stérol saturé.  S6 est le stigmastanol. 

• Stérol 7 : S7 

TR = 18,08 mn, TRR = 1,31 

M(TMS) = 414 

C’est un stérol non sylilé. C’est le stérol 4. 
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En prenant en compte les identifications précédentes par spectrométrie de masse, les 

résultats de l’analyse par CPG de la fraction stérolique de l’huile de fruit de Pistachier de 

l’Atlas sont résumés dans le tableau 7.3. Cette huile est caractérisée par sa richesse en ∆B5B-

stérols (cholestérol, campestérol, β-sitostérol et ∆B5B-avénastérol) qui représentent plus de 

95% des stérols totaux, alors que les ∆B7B-stérols, se présentant seulement en un seul stérol : 

le ∆B7B-stigmastanol, montre une faibles proportion égale à 2.88%. 

Tableau 7.3 : Composition en stérols de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas 

 

TRR M(TMS) M Stérols % 

1.00 

1.19 

1.41 

1.42 

1.44 

1.54 

458 

472 

486 

488 

484 

486 

386 

400 

414 

416 

412 

414 

Cholestérol 

Campestérol 

β-Sitostérol 

Stigmastanol 

∆5-Avénastérol 

∆7-Stigmastérol 

1.40 

3.85 

86.17 

2.04 

3.65 

2.88 

 

7.6. Conclusion  

L’étude de la fraction stérolique de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas nous a 

permis d’identifier sans ambiguïté six stérols différents. Nous confirmons la présence des 

autres stérols décrits dans l’huile de Pistacia vera [17] : le campestérol, le β-sitostérol et le 

∆B5B-avénastérol et ∆B7B-stigmastanol. De plus, nous avons mis en évidence la présence du 

cholestérol et un stérol saturé : le stigmastanol, deux stérols rarement rencontrés dans les 

fractions stéroliques du règne végétal. 

La proportion élevée du β-sitostérol évaluée à 86% est comparable avec d’autres 

huiles alimentaires végétales (olive, tournesol, soja,…). Il est intéressant de remarquer que 

le sitostérol est le composé le plus abondant de l’huile de fruit de Pistachier de l’Atlas, ce 

qui est souvent remarqués dans les huiles végétales. 
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CHAPITRE 8 

STRUCTURE ET PROPRIETES DES COMPOSES PHENOLIQUES 

 

 

 

 

 

8.1. Les différentes classes de composés phénoliques  

Les composés phénoliques sont présents dans tous les tissus végétaux depuis les 

racines jusqu’aux fruits. Ils se classent parmi les métabolismes secondaires, par opposition 

aux protéines, lipides et carbohydrates qui sont les constituants indispensables à la 

reproduction et à la croissance des végétaux. Pratiquement tous les végétaux fabriquent des 

phénols et les stockent dans divers organes. Leur présence assure à la plante une protection 

contre les agents pathogènes, ainsi qu’une aide à la reproduction et à la survie de l’espèce. 

Dans la nature, ces composés sont généralement dans un état lié sous forme d’esters ou 

plus généralement d’hétérosides. Ils existent également sous forme de polymères naturels 

(tanins). 

Le terme ‘composés phénoliques’ désigne de nombreuses substances regroupées en 

famille. Les différents composés d’une même famille se différencient par la nature et la 

position des substituants fixés sur un squelette aromatique commun. Les deux classes 

principales sont les composés non flavonoïdes et les flavonoïdes. 

 

8.2. Les composés non flavonoïdes  

Les composés non flavonoïdes regroupent les acides phénoliques ainsi que les 

stilbènes. Ils ne possèdent pas de squelette «flavone». 
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8.2.1. Les acides phénoliques  

On distingue tout d’abord les dérivées de l’acide benzoïque, composé d’un squelette 

de sept atomes de carbone (figure 8.1). 

 

 

COOHR1

OH

R2  

 

 

Figure 8.1 : Les dérivées de l’acide p-hydroxybenzoïque 

D’autres composés phénoliques sont également présents, comme les dérivées d’esters 

hydroxycinnamiques possédant une structure de type CB6B-CB3B (figure 8.2) et qui sont très 

répondus dans les plantes supérieures, l’acide p-couramique étant le plus important[130]. 

 

 

 

 

 

 

Figure 8.2 : Les acides hydroxycinnamiques 

Acides 

hydroxybenzoïques 
RB1B RB2B 

Acide 

hydroxybenzoïque 

Acide protocatechique 

Acide vanillique 

Acide gallique 

Acide syringique 

H 

OH 

OCHB3B 

OH 

OCHB3B 

H 

H 

H 

OH 

OCHB3B 

Acides hydroxycinnamiques R1 R2 

Acide p-couramique 

Acide caféique 

Acide férulique 

Acide sinnamique 

H 

OH 

OCHB3B 

OCHB3B 

H 

H 

H 

OCHB3B 

R1

OH

R2

COOH

87 



 

 

Parmi les acides hydroxycinnamiques estérifiés, l’acide chlorogénique, ester quinique 

de l’acide caféique, est très répandu dans les fruits. Ce composé est impliqué dans les 

mécanismes de brunissement enzymatique. Sa quinone est très réactive et susceptible de 

réagir par voie d’oxydation couplée [131-133]. 

Les acides hydroxybenzoïque (squelette (CB6B-CB1B) (figure 8.1)) sont rarement trouvés 

dans les fruits mais peuvent être détectés après dégradation des flavonoïdes, et notamment 

après déglycosylation. Ces composés sont fréquemment présents sous forme liée et 

peuvent entrer dans la constitution de structures complexes, telles que les tanins 

hydrolysables. Les esters de l’acide gallique sont retrouvés dans certains fruits notamment 

le galette d’épicatéchine qui entre dans la composition des tanins condensés du raisin 

[134]. 

 

8.2.2. Les stilbènes  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8.3 : Structures chimiques de quelques stilbènes 

Les stiblènes sont des composés phénoliques contenant au minimum deux noyaux 

aromatiques reliés par une double liaison, formant un système conjugué (figure 8.3). Cette 

particularité leur confère une grande réactivité due à la résonance des électrons sur la 
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totalité de la molécule. Les plus abondants dans les fruits sont le trans-resvératrol et son 

dérivé glucosylé : le picéide, ainsi que les dimères. 

Les stilbènes sont connus pour leurs propriétés antioxydantes vis-à-vis des 

lipoprotéines à base densité (LDL). Ils pourraient ainsi jouer un rôle protecteur contre les 

maladies cardiovasculaires [135]. On leur attribue aussi des activités chimio-préventives 

contre le cancer [136]. 

8.3. Les composés flavonoïdes  

Les flavonoïdes sont caractérisés par un squelette de base constitué de quinze atomes 

de carbone (CB6B-CB3B-CB6B) comportant deux cycles benzénique A et B reliés entre eux par une 

chaîne à trois atomes de carbone qui correspond à la phényl-2 benzopyrone (figure 8.4), la 

numérotation notée sera appliquée pour les différentes sous-classes de flavonoïdes. Ces 

dernières sont différenciées par le niveau d’oxydation du cycle pyrane: on peut aussi 

distinguer les anthocyanes, les flavonols, les flavanols et d’autres classes, telles que les 

flavones, les flavanones et dihydrochalcones. 

 

 

 

 

Figure 8.4 : Structure de base des flavonoïdes : la phényl-2 benzopyrone 

Le terme ‘flavonoïde’, utilisé pour la première fois par GEISSMAN et HINREINER 

[137], regroupe tous les composés dont la structure est basée sur celle de la flavone, 

phényl-2 benzopyrone (figure 8.4). Leur biosynthèse se fait à partir d’un précurseur 

commun, la  4, 2, 4’, 6’ – tétrahydroxychalcone (figure 8.4) [138]. Par action enzymatique, 

cette chalcone se métabolise en différentes classes de flavonoïdes [139,140] dont la 

structure varie selon le degré d’oxydation du squelette de base et la position des 

substituants sur le noyau central [130]. Les plus importantes sont les flavones et flavonols, 

pigments jaunes, les anthocyanidines, pigments bleus et rouges des fleurs et des fruits, les 

catéchines, les flavanones, les flavanols, chalcones, isoflavones etc… (figure 8.5). 
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Figure 8.5 : Structures des différentes classes des flavonoïdes 

8.4. Flavones et flavonols  

La flavone, dont la structure de base est une phényl-2 bénzopyrone (figure 8.4), est 

constituée de deux noyaux benzénique A et B reliés par un hétérocyclpyrone appelé C. Les 

flavonols se différencient des flavones par la présence d’un groupement hydroxyle en 

position 3 qui est le seul à ne pas être phénolique. Une oxydation supplémentaire sur les 

cycles A et B n’altère pas la nomenclature du type de flavonoïde. Le système utilisé pour 

numéroter les carbones et dénommer les cycles nomenclature (IUPAC) est le même pour 

les flavones et flavonols (figure 8.4). 
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Des noms communs sont souvent utilisés pour désigner les différents flavonoïdes. Ils 

découlent généralement de leur plante d’origine, par exemple la tricine qui a été isolée à 

partir du tritium, la quércetine isolée du quercus, la rotoinétine du robinia [141]. 

Dans chaque classe, les composés se distinguent par le nombre et la position des 

hydroxyles, méthoxyles et autres groupements qui se substituent sur les cycles A et B. le 

cycle A de la majorité des flavonoïdes est substitué par des groupements hydroxyles en 

position 5 et 7 et plus rarement par des groupements méthoxyles. Le cycle B est souvent 

substitué par un, deux ou trois hydroxyles ou méthoxyles. 

 

8.5. La glycosilation des flavonoïdes 

Les composés flavoniques existent majoritairement dans les plantes sous forme de 

glycosides, c’est à dire qu’un ou deux de leurs groupements hydroxyles sont reliés par un 

lien semi-acétol à un sucre formant des flavonoïdes O- glycosilés. Si théoriquement la 

molécule glucidique peut être fixée sur n’importe quel groupement hydroxyle du 

flavonoïde, certaines positions seront privilégiées. Dans le cas des flavones, le sucre est 

généralement située en 7 et chez les flavonols  la position 3 est favorisée [130]. 

Le composé libéré du sucre, nommé aglycone, est généralement peu soluble. La 

glycosilation augmente la solubilité et la stabilité des molécules, notamment celles les plus 

hydroxylées. Par exemple, la quercétine et la myricétine sont sensibles à l’oxydation 

catalysée par les phénoloses, alors que leurs dérivées 3-O-glycosilés sont stables [142]. 

La forme cyclique des glucides est généralement un pyrane à six chaînons. Par 

cyclisation du sucre, un nouveau stéréocentre appelé carbone (CB1B) est formé donnant deux 

anomères désignés par α et β. La liaison avec l’aglycone, de type β, se fait avec le CB1B du 

glucide par l’intermédiaire d’un atome d’hydrogène (figure 8.6). Les flavonols, et plus 

particulièrement le kaempférol et la quercétine, offrent la plus grande diversité de liaisons 

entre les molécules glucidiques et l’aglycone [130]. 
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Figure 8.6 : Réaction de cyclisation du glucose et numérotation des sucres 

On trouve également des flavones C-glycosides qui se distinguent des O-glycosides 

comme leur nom l’indique par un sucre directement relié par son carbone CB1B au carbone 

C6 ou C8 du noyau flavonïque (formation d’une liaison C-C). Un tel sucre ne se sépare pas 

de l’aglycone par hydrolyse acide. Dans le cas des flavonoïdes glycosylés, les carbones du 

sucre sont numérotés avec un double prime «’’». Dans l’alimentation, les flavonoïdes 

glycosylés sont généralement plus abondants que les aglycones, ils sont mieux absorbés 

par l’organisme et ont un effet prédominant sur la quantité de composés présents dans le 

plasma. La position du sucre sur l’aglycone entraîne des différences de biodisponibilité 

et/ou de métabolisme entre les différents flavonoïdes glycosylés [143]. 

La conjugaison entre les cycles A et B de la molécule, qui joue un rôle important 

dans l’activité anti-oxydante des flavonoïdes, n’est modifiée par la glycosylation en 

position 3, alors qu’un sucre substitué en position 4’ affecte cette relation de conjugaison 

[144]. 
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8.6. Formation de liaisons hydrogène 

Les flavonoïdes sont le siège d’associations inter et intramoléculaires importantes par 

le biais de liaisons hydrogène qui peuvent modifier leurs propriétés physiques (points de 

fusion, d’ébullition,…), leurs propriétés chimiques (transfert de protons, solubilité,…) et 

leurs propriétés spectroscopiques [130]. 

 

8.7. Propriétés des flavonoïdes 

Les flavonoïdes possèdent un ensemble de propriétés importantes et sont de plus en 

plus étudiés dans de nombreux domaines, tels que la physiologie, la biologie, la botanique, 

la chimie, la pharmacie et la technologie alimentaire. 

Les flavonoïdes semblent exister dans la nature depuis plus d’un million d’années et 

ont suivi l’évolution des organismes au cours du temps [145]. Cette très longue association 

entre les flavonoïdes et différentes espèces à travers l’évolution rend compte de 

l’extraordinaire gamme d’activités biochimiques et pharmacologiques de ces substances 

dans les organismes vivants. Plus de 4000 flavonoïdes ont été identifiés dans les plantes 

[146]. Premièrement reconnus comme les pigments responsables des teintes automnales et 

des nombreuses nuances de jaunes, oranges et rouges des fleurs, les flavonoïdes sont 

également présents dans les fruits, les légumes, les graines et les tiges. Comme exemple, le 

thé est une source très riche en flavonoïdes. Une alimentation journalière équilibrée en 

contient 1 gramme de flavonoïde [147].  Pharmacologiquement, cette quantité peut fournir 

des concentrations significatives dans les fluides et les tissus corporels [147].   

 

8.7.1 Activité biologique des flavonoïdes dans les règnes végétal et animal  

Les flavonoïdes jouent un rôle important dans la biochimie et la physiologie des 

plantes. Ils agissent comme antioxydants, inhibiteurs d’enzymes et précurseurs de 

substances toxiques [140].  

En 1938, Szent-Gyogyi montra le rôle important joué par les flavonoïdes dans la 

respiration des végétaux qui les synthétisent [148]. On suppose désormais qu’ils exercent 
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cette action en tant que catalyseurs du transport d’électrons au cours de la photosynthèse 

ou en tant que régulateurs de la phospharylation des canaux ioniques [149,150]. De plus, 

ces composés sont impliqués dans photosensibilisation et le transfert d’énergie, dans 

l’action des hormones et des régulateurs de croissance des plantes, dans la morphogenèse 

et dans les défenses contre l’infection [151]. 

Des études ont montré que les flavonoïdes activent la modulation des gènes des 

bactéries impliquées dans le contrôle de la fixation de l’azote, ce qui suggère que les 

flavonoïdes sont en relation étroite avec l’activation et l’expression des gènes [152-155]. 

Les flavonoïdes sont responsables de la majorité des couleurs des fleurs présentes 

dans la nature et suscitent ainsi l’attraction des insectes pour la pollinisation. Chaque classe 

de pollinisateurs préfère une couleur particulière: les abeilles sont attirées par les fleurs 

bleues alors que les papillons préfèrent les fleurs roses ou mauves. Les flavonoïdes 

glycosylés jouent un rôle important dans la stimulation alimentaire et sont utilisés 

particulièrement par les insectes phytopages pour reconnaître leurs plantes nourricières. 

Leur activité alimentaire semble provenir de la structure glycosyle plutôt que des structures 

de l’aglycone. La nature du sucre est essentielle dans cette activité alimentaire puisqu’une 

même aglycone substituée par des sucres différents peut devenir inactive pour l’insecte. 

Par exemple, pour le bombyx mori, l’isoquercetine est un stimulant alimentaire, alors que 

la rutine n’a aucun effet et que la quercetine-3-O-rhamnoside le repousse [156]. 

Dans le règne animal, l’alimentation constitue un apport en flavonoïdes pouvant 

avoir un rôle biologique important compte tenu de leurs nombreuses propriétés. Par 

exemple, une accumulation de flavones et de leurs glucosides dans les ailes des papillons 

contribuent à les colorer. Dans ce cas, les flavones proviennent des feuilles dont se sont 

nourries les chenilles [157]. La propolis des abeilles renferme des flavonoïdes, en 

particulier de la pinocembrine, de la quercétine, de la chrysine et de la galangine. Ces 

insectes les fabriquent à partir des sécrétions des bourgeons de certains arbres qu’ils 

modifient par leurs enzymes salivaires. Ils mettent instinctivement à profit ses propriétés 

antifongiques et antibactériennes pour aseptiser leurs ruches et en boucher les fentes [158]. 

Longtemps, les propriétés cicatrisantes et anti-infectieuses de ces substances ont été 

utilisées par les Egyptiens, les Grecs, les Romains et les Incas et dernièrement des auteurs 

ont préconisé leur utilisation en dermatologie et cosmétologie [158]. 
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Certains flavonoïdes inhibent la croissance et le développement de certains insectes. 

Les glycosides ont une activité du même ordre que les aglycones correspondants. Les 

quantités d’insecticides synthétiques utilisées pour prévenir la dévastation des cultures par 

les insectes phytogènes sont très coûteuses et causent des problèmes environnementaux, 

tels que la toxicité résiduelle des cultures et des sols. De plus, des problèmes de résistance 

des insectes à ces pesticides apparaissent. Les mécanismes par lesquels les insectes 

interagissent avec les produits chimiques des plantes, tels que les flavonoïdes, sont divers. 

Ces composés peuvent être toxiques pour les insectes, les attirent ou les repoussent. Le fait 

de connaître certaines substances des plantes, qui perturbent le chemin métabolique ou le 

système enzymatique d’insectes nuisibles, sans affecter celui des mammifères ou des 

insectes utiles, peut conduire à des nouvelles méthodes d’obtention de pesticides 

biodégradables plus sélectif et moins toxiques pour les espèces inoffensives [140]. 

 

8.7.2. Propriétés biologiques et pharmacologiques des flavonoïdes  

Les flavonoïdes sont depuis longtemps reconnus comme des molécules possédant un 

nombre remarquables d’actions biochimiques et pharmacologiques. Suggérant que ces 

composés peuvent affecter significativement les fonctions de multiples systèmes 

cellulaires. Certains d’entre eux (essentiellement dans des préparations à base de rutine, de 

rutoside et de quercétine) sont depuis longtemps employés empiriquement dans la 

pathologie circulatoire en tant que veinotonique et vasculoprotecteur [159]. 

D’importance historique, on note l’observation d’un mélange de deux flavonoïdes 

appelés citrine et possédant une activité semblable à celle de la vitamine C [160]. Le terme 

de vitamine P a alors été introduit pour indiquer que ce produit diminuait la perméabilité et 

la fragilité capillaire ainsi que les signes d’hypovitaminose C chez les animaux 

d’expérimentation. Bien qu’appelée vitamine P, cette substance ne répondait pas à la 

définition d’une vitamine. Cependant, il a été démontré que les flavonoïdes prévenaient 

l’oxydation de l’acide ascorbique et ainsi en augmentait l’activité biologique. 

Les principales propriétés biologiques des flavonoïdes sont : 

• Une action antioxydante s’effectuant par «piégeage» des radicaux libres. 
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• Une activité antibactérienne significative. 

• Une activité anti-inflammatoire, analgésique et anti-allergique résultant de leur 

capacité à inhiber la formation et la libération de prostaglandines (médiateur 

intercellulaire de l’inflammation) et de leucotriènes (médiateur intercellulaire de 

l’inflammation et de l’allergie) [161-167]. Certains flavonoïdes agissent en 

augmentant la perméabilité capillaire [168] et d’autres, en inhibant la libération 

d’histamine [169,170]. 

• Une activité radioprotectrice attribuée au piégeage des radicaux hydroxydes 

[171]. 

• La capacité d’inhiber l’adhésion et l’agrégation plaquettaires, contribuant ainsi à 

réduire les tendances à la thrombose [172]. 

• Certaines propriétés antivirales. La quercétine par exemple réduit l’infection due 

à la présence de certains virus elle en diminue la réplication [173]. 

• Une activité anti-sécrétoire gastrique aussi efficace que la cimentidine utile dans 

le traitement de l’ulcère de l’estomac [174]. 

• Un pouvoir inhibiteur de l’aldose réductase, enzyme impliquée dans la pathologie 

des cataractes. Cette enzyme catalyse la réduction du glucose et du galactose en 

leurs polyols qui s’accumulent alors en grandes quantités au niveau du cristallin 

qui devient opaque [175]. Un composé tel que la rutine bloque l’aldose réductase 

et peut constituer un médicament complémentaire du diabète sucré [176]. 

• La capacité d’inhiber la protéine kinase, enzyme impliquée dans un grand 

nombre d’activités cellulaires et responsable entre autre de la prolifération des 

tumeurs [177]. Ainsi, la quercétine empêche la croissance de nombreuses 

tumeurs malignes [178]. Une étude consacrée à l’activité anti-tumorale des 

flavonoïdes et plus particulièrement aux relations entre la prolifération des 

cellules tumorales et la structure chimique des flavonoïdes a montré que les 

flavones substituées par un glucose inhibent la croissance des tumeurs, alors que 

les mêmes composés substitués par un rhamnose ou un lutinose en une position 

identique sont inactifs. L’isoquercétine est le composé le plus actif [179]. 

• Une activité inhibitrice de la xanthine oxydase, enzyme qui catalyse l’oxydation 

de la xanthine en acide unique responsable des crises de Gotles [180,181]. Des 
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travaux épidémiologiques ont été consacrées à l’étude de la relation entre l’apport 

des flavonoïdes, le cancer et les maladies cardio-vasculaires [182]. A ce jour, les 

conclusions de ces recherches suggèrent qu’un apport élevé en flavonoïdes, tels 

que la quercétine pourrait réduire le risque de maladie coronarienne, mais il ne 

semble pas jouer un rôle important dans la prévention du cancer. Les flavonoïdes 

possèdent donc un très large éventail d’actions biologiques à ce jour de 

nombreux travaux de recherches concernant les propriétés des molécules ne 

cessent d’être publiés. D’importants progrès ont été faits pour tenter de 

comprendre leur mécanisme d’action et essayer d’établir des relations entre la 

structure et l’activité de ces composés [182]. 

 

8.7.3. Propriétés complexantes des flavones et flavonols  

La capacité des composés phénoliques à former des complexes métaux (le fer, le 

magnésium, l’aluminium, le cuivre) par un processus de chélation a longtemps été utilisée 

dans un but analytique, notamment pour la révélation des chromatogrammes et pour le 

dosage de ces substances. Aujourd’hui, grâce à leurs propriétés complexantes, les 

flavonoïdes sont utilisés pour détecter la présence d’ions métalliques, tels que le fer [183], 

le zirconium, l’antimoine [184]. Il est connu depuis longtemps que le phénomène de 

complexation joue le rôle le plus important dans la coloration des plantes. Des études ont 

montré que la capacité des flavonoïdes à inhiber la croissance et le développement de 

certains insectes proviendrait de leurs propriétés complexantes des métaux [146]. 

L’activité antibactérienne des flavones est également imputée à leur aptitude à chélater les 

ions métalliques nécessaires au métabolisme bactérien [185]. 

L’activité antioxydante, notamment la propriété de la vitamine P des flavonoïdes, est 

reliée à cette capacité à complexer les métaux et de nombreuses applications en découlent. 

Plus précisément, ces molécules peuvent piéger les radicaux libres responsables de 

l’oxydation en complexant les ions métalliques catalyseurs de la réaction de formation de 

ces radicaux [186-190]. Cette capacité d’inhiber l’oxydation en complexant les ions 

cuivriques a été reconnue comme importante dans la protection de l’acide ascorbique 

présent dans les jus de fruits naturels [191,192]. 
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Les chélates formés entre les flavones et les métaux sont plus solubles en milieu 

aqueux que les molécules libres. L’obtention de rutine sous une forme soluble est réalisée 

en complexant la molécule avec des métaux, tels que le fer, le magnésium, le cobalt qui 

sont des compléments nutritifs importants [193]. 

 

8.8.  Les tanins  

Les tanins sont connus depuis plusieurs millénaires, essentiellement pour leurs 

propriétés tannantes (propriétés qu’ils ont de transformer la peau fraîche en un matériau 

imputrescible). C’est le cas du tanin de châtaignier (castanea Sp), de chêne (quercus Sp). 

Aujourd’hui encore, ils sont recherchés pour le traitement de cuirs [194].  

Historiquement, les premières caractéristiques structurales des tannins sont ceux des 

tanins galliques. La seconde classe de tanins hydrolysables, les ellagitanins, n’a connu son 

essor que vers les années 1950 avec les travaux d’élucidation de Schmidt et Meyer. 

Cependant, il ne s’agissait là que d’une toute petite partie lorsque l’on considère les 

connaissances actuelles les concernant. La découverte récente d’activités anticancéreuses 

et antivirales a engendré un renouveau de l’intérêt porté à cette classe de produits naturels 

[195,196]. 

 

8.8.1. Types des tanins 

Ces composés sont par définition des composés phénoliques hydrolysables, ayant une 

masse moléculaire comprise entre 500 et 3000 qui présentent, à côté des réactions 

classiques des phénols, la propriété de précipiter les alcaloïdes, la gélatine et d’autres 

protéines [194]. 

On distingue chez les végétaux supérieurs deux groupes de tanins différents aussi 

bien par leur structure que par leur origine biogénétique: les tanins hydrolysables et les 

tanins condensés. 

Les tanins hydrolysables sont des esters d’un sucre et d’un nombre variable de 

molécules d’acide phénolique. Le sucre est très généralement le glucose. L’acide 

100 



 

 

phénolique est soit l’acide gallique dans le cas des tanins galliques, soit l’acide hexa-

hydroxy-diphenylique (HHDP) et ses dérivées d’oxydation déhydro-hexa-hydroxydi-

phenilyde (DHHDP), acide chébulique) dans le cas des tanins ellagiques. 

Les tanins considérés ou proanthocyanidols sont des polymères flavonïques. Ils sont 

constitués d’unités de flavan-3-ols liées entre elles par des liaisons carbone-carbone, le 

plus souvent 4→8 ou 4→6. L’unité de base peut être le catéchol ou l’épicatéchol. Les 

tanins condensés à la différence des galliques et ellagiques ne s’hydrolysent pas, mais 

forment à ébullition des composés insolubles appelés phlobaphènes ou rouge de tanin [1]. 

Les proanthocyanidols ont été isolés ou identifiées dans tous les groupes végétaux, 

gymnospermes et fougères compris (figure 8.7). 
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Figure 8.7  Structure des tannins condensés 

8.8.2. Activité biologique des tanins  

La plupart des propriétés biologiques des tanins sont liées au pouvoir qu’ils ont de 

former des complexes avec des macromolécules en particulier avec les protéines. Cette 

propriété semble être essentielle dans leurs activités à l’encontre des virus. Ainsi, leur 

association avec les protéines de surface des virus ou des cellules hôtes serait à l’origine de 

la diminution de la charge virale. 
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De telles activités ont été trouvées à l’encontre de l’herpès [198] et en particulier 

contre le HIV ou SIDA [195]. L’acide chébulagique extrait de terminalia chebula, par 

exemple, utilise ce mode d’action contre le HIV. Egalement, il apparaît que les tanins 

agissent en inhibant des enzymes essentielles à la réplication du virus, comme l’acide 

ellagique inhibiteur de la ‘VHI transcriptase reverse’ ou l’acide chébulagique et la 

corilagine, extraits de deux espèces de phyllantus, inhibiteurs de la ADN polymérase du 

virus Epstein-Barr [196]. 

De façon plus générale, les tanins sont des inhibiteurs enzymatiques de l’élastase, de 

l’histidine décarboxylase et de l’enzyme de conversion de l’angiotensine [194].  

L’acide chébulagique est réputé comme inhibiteur de la topoisomérase I et surtout II 

de l’ADN humain [199]. Ce dernier possède également la propriété, qu’ont de nombreux 

autres tanins ellagiques, d’être cytotoxique à l’encontre de lignées cellulaires cancéreuses 

[199]. Plus récemment, des propriétés antiplasmodiales ont pu être trouvées. L’extrait 

méthanolique d’écorces de tristianopsis calobuxus de Nouvelle Calédonie, contenant de 

nombreux tanins, a donné des résultas prometteurs. 

L’acide ellagique est l’un des composés actifs [200]. Plusieurs drogues à tanins 

existent mais leurs applications restent restreintes. Elles sont utilisées par voie interne pour 

leur effet anti-diarrhéique et par voie externe pour imperméabiliser les couches les plus 

externes de la peau et des muqueuses, protégeant ainsi les couches sous-jacentes. Elles ont 

également un effet vasoconstricteur sur les petits vaisseaux superficiels. En limitant la 

perte en fluides et en empêchant les agressions extérieures, les tanins favorisent la 

régénération des tissus en cas de blessure superficielle ou de brûlure. Quelle que soit la 

voie d’administration, l’effet antiseptique (antibactérien et antifongique) clairement 

démontré de ces molécules est intéressant (diarrhées infectieuses, dermatose,…) [194].  

D’autres tanins sont aussi connus pour leurs propriétés antimicrobiennes. En effet, 

l’acide chébulagique ou la corilagine extraits de terminalia citrina (plante utilisée dans la 

médecine traditionnelle Thaïlandaise) présentent de nombreuses activités à l’encontre de 

souches pathogènes de l’homme, comme Staphylococcus aureus, Esherichia coli, 

Pseudomonas aeruginosa, Klebsielle pneumoniae, Candida albicans ou encore 

Enterococcus SPP [201].  
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Enfin, les potentialités des tannins dans l’inhibition de la perooxydation des lipides 

ont mis en évidence leurs propriétés de piégeurs de radicaux libres et d’inhibiteurs de la 

formation de l’ion super oxyde (inhibiteurs de la xanthine oxydase). 

 

8.9.  Les anthocyanes 

Les anthocyanes jouent un rôle prépondérant dans la coloration des fruits et des 

fleurs. Ces pigments rouges hydrolysables sont caractérisés par un noyau de base: le noyau 

flavylium (phenyl-2 benzopyrilium) qui peut être hydroxylé, méthylé, acylé ou glycosylé 

(figure 8.8). Les anthocyanes sont situées dans les vacuoles, où elles peuvent être intégrées 

dans les structures appelées anthocyanoplastes [202]. 

 L’aglycone, groupement chromophore, est appelée anthocyanidol. Il est 

généralement substitué, notamment glycosylé en position 3, ce qui a pour effet de stabiliser 

le pigment, évitent sa décomposition rapide en composés incolores [203]. 

 

 

 

 

 

 

Figure 8.8 : Structure de base des anthocyanes 
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8.9.1. Propriétés pharmacologiques des anthocyanes 

Comme les flavonoïdes, les anthocyanes sont considérés comme des facteurs 

vitaminiques P et sont utilisés comme protecteurs capillaro-veineux. Par ailleurs, les 

anthocyanes induisent une augmentation de la régénération physiologique du pourpre 

rétinien. Par électrorétinographie on montre qu’ils accélèrent l’adaptation de la rétine à la 

vision nocturne. 

Une autre application des anthocyanes est liée à leurs propriétés colorantes. 

Composés atoxiques et ne représentant qu’un nombre réduit d’incompatibilités, ils sont 

utilisables comme colorant pharmaceutique et alimentaire. 

8.10. Autres composés phénoliques  

Les autres composés phénoliques comprennent les flavanones qui présentent la même 

structure que les flavones à la différence de l’absence de double liaison sur l’hétérocycle C. 

La présence d’un hydroxyle en position 3 sur ces dernières caractérise les flavanols ou 

dihyroflavonols. 

On trouve également les chalcones et les dihydrochalcones et qui sont caractérisés 

par l’ouverture de l’hétérocycle C (figure 8.9). 
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Dihydrochalcone  

Figure 8.9 : Structure de base des dihydrochalcones 
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CHAPITRE 9 

ANALYSE ET CARACTERISATION DES POLYPHENOLS 

 

 

 

9.1. Extraction  des phénols 

Les solvants utilisés sont choisis suivant la polarité des flavonoïdes à étudier. Les 

solvants moins polaires sont particulièrement utiles pour l’extraction des aglycones 

flavonoïdiques, tandis que les solvants plus polaires sont utilisés pour les flavonoïdes 

glycosylés, les tanins et les anthocyanes. 

Les flavonoïdes glycosylés, les flavones hydroxylés et les flavonols sont 

généralement isolés des plantes par extraction à l’acétone, à l’alcool, à l’eau ou par  

combinaisons de ces derniers [204-206]. Les aglycones moins polaires comme les flavones 

et les flavonols très méthylés, sont usuellement extraits avec des solvants, tels que le 

benzène, le chloroforme, l’éther éthylique ou l’acétate d’éthyle. 

 

9.2. Les techniques de séparation  

Les méthodes chromatographiques restent les techniques les plus importantes pour la 

séparation et la détection des flavonoïdes des extraits bruts de plantes. Les différentes 

méthodes chromatographiques CP, CL, CCM, CPG, CLHP, ont toutes été appliquées à la 

séparation des composés flavonoïdiques. 

La nature de la plante, degré de la maturité, le climat et la méthode de l’extraction et 

aussi le solvant utilisé influent tous sur la quantité et le type de polyphénols contenus dans 

l’extrait d’un tissu. 
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La quantité des phénols totaux dans un extrait est déterminée en utilisant la méthode 

de FOLIN-CIOCALTEU. Cette méthode est basée sur la réduction d’un mélange de deux 

acides: l’acide phosphotengestène (HB3BPWB12BOB14B) et l’acide phosphomolobdique 

(HB5BPMoB12BOB14B), à un mélange de deux oxydes bleus de tenguestène ((WB8BOB3B) et molybdène 

(MoB8BOB3B) et cela en présence des phénols. Les oxydes bleus absorbent la lumière visible à 

une longueur d’onde λ = 775 nm. l’intensité de l’absorbance dépend de la quantité des 

oxydes formés de la réaction de réduction, donc de la quantité des phénols dans l’extrait. 

Une courbe d’étalonnage d’un phénol standard est nécessaire pour réaliser le dosage. La 

séparation et le dosage des phénols individuels nécessitent l’utilisation des méthodes 

chromatographiques. 

 

9.3. Chromatographie sur couche mince (CCM)  

La chromatographie sur couche mince est une méthode efficace pour la séparation et 

la détection des phénols des extraits bruts de plantes. Les absorbants utilisés sont des gels 

de silice, de cellulose ou encore, des gels de polyamides. Les solvants utilisés sont de 

composition très variable. 

 

9.3.1. Séparation sur gel de silice  

De nombreux systèmes de solvants peuvent être mis en jeu pour l’élution. Le degré 

de polarité du solvant dépend du degré de substitution des polyphénols. Les flavones di- et 

tetra-hydroxylées partiellement ou non méthoxylées des agrumes ont été séparées de deux 

systèmes de solvants [207], d’une part, benzène: dioxane: acide acétique (90:25:14 

V/V/V), et d’autre part n-hexane: n-butanol (17:3 V/V). 

D’autres systèmes binaires et ternaires de solvants ont aussi été appliqués sur des 

composés phénoliques (flavones) de même type, il s’agit de n-butanol: n-hexane  

(3:17 V/V) [78], toluène: chloroforme: acétone (8:5:7 V/V/V) [208] benzène: pyridine: 

ammoniac(80:20:1 V/V/V) [209,210]. 
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Deux autres systèmes sont très utilisés à la séparation des flavonoïdes à savoir 

acétone: acide acétique: eau (3:1:1 V/V/V ) et le toluène: acétone: acide formique (4,6:4:1 

V/V/V) [211]. 

Le tableau 9.1 résume les systèmes de solvants utilisés en chromatographie sur 

couche mince de silice pour la séparation des aglycones flavonoïques et flavonoliques avec 

ou sans groupements méthoxyles. 

Tableau 9.1 : Système de solvants rencontrés dans la littérature (CCM) 

Système de solvants Composition 

benzène : acétone 

benzène : acétone 

n-hexane : acétone : n-butanol 

benzène : méthanol : n-butanol 

n-hexane : butanol 

benzène : dioxane : acide acétique 

benzène : pyridine : acide formique 

chloroforme : méthanol 

chloroforme : acétate d’éthyle 

benzène : acétone : acide acétique 

chloroforme : acide acétique 

benzène : pyridine : ammoniaque 

toluène : chloroforme : acétone 

benzène : méthanol : tétra chlorure de 

carbone 

chloroforme : n-hexane : méthanol 

benzène : acétate d’éthyle 

n-hexane : n-butanol 

chloroforme : acétate d’éthyle : acétone 

benzène : acétate d’éthyle 

benzène : acétone 

3/1 

49/1 

8/1/1 et 17/2/1 

45/3/2 

17/3 

90/25/4 

72/18/10 

15/1 

1/1 

45/5/2 

99/1 

80/20/1 

8/5/0,7 

20/3/0,7 

40/40/3 

6/4 

85/15 

5/4/1 et 5/1/4 

3/1 

92.8/7,2 
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9.3.2. Séparation sur gel de polyamide  

La séparation sur polyamide des flavonoïdes par le processus de partition ou 

d’absorption dépend du type de solvant utilisé. Les solvants lipophiles sont préférables aux 

solvants aqueux pour la séparation d’aglycones selon leur degré d’oxydation ou de 

méthylation. 

Les mélanges de solvants sont essentiellement à base de benzène, méthyléthylcétone, 

méthanol, éther de pétrole et le chloroforme. 

Le kaemphérol (3, 5, 7, 4’)-tétrahydroxyflavone a été séparé des anthyllis vulneraire 

(papilionacées) [212,213] en utilisant le mélange benzène: méthyléthylcétone:méthanol 

(4:3:3 V/V/V). 

Le kaemphérol 7-méthyléther a été isolé par CCM sur polyamide en utilisant le 

mélange chloroforme: butanone: méthanol (100:0,3:0,6 V/V/V) [214]. 

Pratiquement, tous les dérivés méthylés de la quercétine ont été distingués sur deux 

chromatographies dans les solvants benzène: éther: méthyléthylcétone: méthanol 

(60:26:7:7 V/V/V/V) et benzène: méthyléthylcétone: méthanol (40:30:30  V/V/V) [215]. 

Le benzène a été remplacé par certains auteurs par le toluène qui est moins toxique. 

Ainsi, les solvants toluène: éther de pétrole: méthyléthylcétone: méthanol (30:90:2:1,5 

V/V/V/V) et (30:60:5:5 V/V/V/V) ont été utilisés pour les flavonoïdes très méthoxylés 

[216]. 

Différents aglycones des flavones et flavonols ont été testés sur le même solvant 

quelque peu modifié [217]. Les composés polaires ont été chromatographiés avec les 

systèmes toluène:méthanol:méthyléthylcétone:acéthylacétone (40:30:20:10 V/V/V/V) et 

toluène:dioxane:méthanol (80:10:10 V/V/V) [218,219]. 

 

9.3.3. Séparation sur couche mince de cellulose  

La CCM de cellulose des aglycones de composés flavonoïques, mois utilisés que les 

deux précédentes, fait souvent intervenir des solvants à base d’acide acétique. Barberar et 
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al[220] ont mis en évidence des différences dans le comportement chromatographique avec 

30 et 60% d’acide acétique de 14 flavones ayant de groupes hydroxyles libres en position 

C-6 ou C-8 du squelette de la flavone. Les 6-hydroxylflavones ont donné des valeurs RBfB 

plus basses que les 8-hydroxylflavones. 

L’acide acétique à 50% a permis à des chercheurs [221] de contrôler les compositions 

en flavonoïdes d’extraits chloroformiques de Thymis bacticus. EGGER [222] a utilisé le 

solvant chloroforme:acide acétique:eau (4:1:5 V/V/V) sur des flavones et flavonols, plus 

tard modifié par MARKHAM et PORTER [223] qui ont recommandé le mélange 

chloroforme: acide acétique:eau (10:9:1 V/V/V) pour des composés similaires. Un système 

à base de benzène a été préconisé [224] pour les aglycones flavoniques. Il s’agit de 

benzène:acide acétique:eau (125:72:3 V/V/V). 

JANGARD [225] a proposé des séparations sommaires avec à côtés de l’acide 

acétique à 10%, de l’acide formique à 2% et un solvant faisant intervenir une 

base, isopropanol: ammoniac:eau (8:1:1 V/V/V). 

D’autres systèmes ont donné des séparations correctes, n-butanol:acide chlorhydrique 

2N (1:1 V/V), alcool amylique:acide acétique:eau (2:1:1 V/V/V), acétate d’éthyle:acide 

formique:eau (8:2:3 V/V/V) [226]. 

 

9.3.4. Révélation des flavonoïdes  

Après leur migration, on visualise les taches à l’aide de révélateurs plus ou moins 

spécifiques. La lumière ultra-violette (lumière de Wood à 365 nm) est un révélateur 

sensible surtout si la chromatoplaque a été pulvérisée au préalable avec une solution de 

réactif. 

Avec des dérivés flavoniques, l’acide sulfurique en solution dans l’éthanol agit sur 

les noyaux chromones, donnant des sels d’oxonium d’une fluorescence jaune qui sous  

365 nm, présentent des colorations différentes selon le type du substituant 

hydroxyle/méthoxyle et leurs positions sur le squelette de la flavone [227]. Les flavones, 

sont susceptibles de donner des complexes avec les sels métalliques, en particulier le 
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trichlorure d’aluminium en solution méthanolique [221,227]. Les dérivés flavoniques 

donnent une coloration jaune intense ainsi qu’une fluorescence jaune verdâtre sous UV. 

D’autres révélateurs moins utilisés peuvent être envisagés. Il s’agit du chlorure 

d’antimoine III en solution dans le chloroforme [228,229] , des vapeurs d’ammoniac [221] 

et d’un réactif de Neu [230] appelé «Naturstoffreagenz A» [221]. 

 

9.4. Chromatographie sur colonne   

La chromatographie sur colonne est à ce jour la technique la plus utilisée pour 

l’isolation des grandes quantités de flavonoïdes de leurs extraits bruts des plantes. Les 

absorbants utilisés pour la séparation des flavonoïdes sont : le gel de silice, cellulose, 

alumine, polyamides, sephadex et les résines échangeuses d’ions [231,232]. 

 

9.4.1.  Gel de silice  

Le gel de silice est traditionnellement utilisé pour séparer les isoflavones, flavonones, 

dihydroflavonols et flavones et flavonols très méthoxylées. On peut citer plusieurs 

exemples dans ce cadre. La formononetine, afrormosin et la texasine sont isolées de 

l’extrait baptisia australis par chromatographie sur colonne de silice, en utilisant le 

chloroforme et l’éther ou l’acétate d’éthyle de polarité croissante [233]. Les flavones 

méthylées de l’extrait acétonique des racines de andrographis paniculta sont séparées sur 

gel de silice, l’éluant benzène : hexane (3:11 V/V) a donné apéginine 7, 4’ – diméthyl 

éther, avec le benzène seul donne 5-hydroxy-7, 8, 2’, 3’ – tétraméthyloxyflavone et avec le 

chloroforme-méthanol (20:0,8 V/V) le produit isolé est le andographolide [234]. En 

utilisant le chloroforme et un mélange chloroforme:méthanol (99,5:0,5 V/V), THOMAS et 

MABRY ont isolé sur une colonne de SiOB2B plusieurs flavones méthoxylées, hymenoxine, 

scaposine et déméthoxysudachitine [235]. Avec une petite quantité du méthanol dans le 

chloroforme jusqu’à 5% (V/V),  le 6-méthoxylutéolin et ses dérivés méthylés sont 

successivement séparées des extraits de certaines espèces de eupatorium [236]. Les 

solvants les moins polaires comme benzène:chloroforme (5:2 V/V) et benzène:éther  

(5:1 V/V), sont respectivement utilisées pour séparer des flavones:nevadensine  
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(5,7-OH, 6,8,8,4’-OMe) et pectolinaringenine (5,6-OH,7,4’-OMe) de l’extrait 

chloroformique de Iva nevadesis [237]. Un nombre limité de flavonoïdes glycosylés est 

purifié sur une colonne de gel de silice. Par exemple, le C- et O- glycosides de daïdzeine 

sont séparées sur gel de silice en utilisant comme solvants l’acétate d’éthyle et l’acétate 

d’éthyle:méthanol (19:1 V/V) [238]. Les glycosides de la flavanone de naringenine sont 

éluées du gel de silice en utilisant le benzène:méthanol (9:1 V/V) [239]. Il est clair que le 

gel de silice est toujours absorbant utilisé pour la séparation des flavonoïdes peu polaires 

comme les aglycones et les flavonoïdes méthylés. 

 

9.4.2. Gel de sephadex  

Le gel de hydroxy propylated dextrine, sephadex LH-20, est le type le plus utilisé 

pour la séparation des flavonoïdes (aglycones ou glycosides). L’élution se fait avec des 

solvants organiques polaires ou des mélanges eau/solvants, généralement le mélange 

eau:méthanol est plus utilisé. La quercétine 3,7-diglycoside, la lutéoline 7,7,4’-diglycoside, 

la quercétine 3-glucoside et la lutéoline et l’apigénine 7-glucosides sont éluées de Vernonia 

balduinii suivant cet ordre d’une colonne de sephadex LH-20 avec le méthanol [240]. 

 

9.5. Chromatographie en phase gazeuse  

L’analyse directe par chromatographie en phase gazeuse (CPG) est restreinte à 

quelques aglycones thermiquement stables et suffisamment volatils, tels que les 

polyméthoxyflavones (avec ou sans groupement hydroxyle en position C-5 du squelette de 

la flavone). L’analyse CPG des flavones de quelques agrumes fournit une corrélation entre 

la structure de la flavone et le temps de rétention. Ainsi, les temps de rétention des flavones 

ayant un groupement méthoxyle sur le cycle B sont plus courts que ceux des flavones 

ayant deux groupements méthoxyles. Le temps de rétention ne change pas avec 

l’introduction d’un méthoxyle en position C-8. Quand le mode de substitution sur le cycle 

B est le même, les temps de rétention des flavones trisubstituées en 5,6,7 sont plus faibles 

que ceux des flavones 5,7,8 – trisubstituées. La phase stationnaire utilisée est du type 

classique de 2m x 3mm à 1% OV-17 et le détecteur utilisé est à ionisation de flamme (FID) 

[241]. 
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La chromatographie en phase gazeuse interdit l’analyse directe de la plupart des 

phénols substitués, non volatils et thermiquement instables. Bien que cette technique n’est 

pas très utilisée pour l’analyse ou l’isolement des flavonoïdes, elle est acceptable pourvu 

que le polyphénol soit dérivatisé afin d’augmenter sa volatilité. Les dérivés méthylés et 

triméthylsilylés (TMS) ont été préparés pour l’analyse en CPG sur colonne non polaire. La 

CPG des dérivés méthylés et triméthylsilylés des hydroxyflavones le sont sur phase liquide 

mixte (OV-1+OV-17) [242]. Les dérivés TMS sont plus efficaces pour cette approche, bien 

que les dérivés méthylés et acéthylés ont été aussi utilisées [242,243]. 

Pour la préparation des dérivés TMS, des réactifs, tels que l’hexaméthyldisilazane 

(HMDS), diméthylchlorosilane (DMCS) et triméthylchlorosilane (TMCS) ont été 

employés. Ces agents silylants montrent une faible efficacité pour les flavones à 

substitutions multiples. Les N,O-bis (triméthyl-silyl) acetamide (BSA), un composé 

synthétisé par Klebe et al[243], a aussi été utilisé pour les phénols par plusieurs auteurs 

[245]. Le N, N-bis (triméthylsilyl) trifluoroacétamide (BSTFA) a été synthétisé par Gehike 

et Stalling [246] et employé comme agent actif de silylation pour beaucoup de flavonoïdes 

[247]. 

Différents procédés de silylation ont été examinés par CASTEELA et al. [248]. Ces 

auteurs ont rapporté une excellente séparation des dérivés de composés naturels (acides 

benzoïques, acides cinnamiques, coumarines, flavones, flavonols et isoflavones) où les 

flavones et flavonols, hormis la flavone elle même et la rhamnétine (flavone méthoxylée en 

C-7 étaient 5,7 – dihydroxylés. Par utilisation de BSTFA comme agent silylant pour lequel 

la réaction : 

( )( ) ( )3 3 3 3 23 32
2 2ROH CH Si N CO CF ROSi CH CF CO NH+ − = − − → + − −

 

a été proposée, une colonne de verre remplie de chromosorb WAWDMCS (80-100 mesh) 

enrobée avec 1,5% SE-30+1.5% SE-52 et une programmation de température de 80 à 

300°C ont permis la séparation de 36 substances en simple passage. En considérant l’ordre 

d’élution, il a été trouvé pour les dérivés flavoniques la séquence suivante des temps de 

rétention : 

2-O-TMS   <   3-O-TMS   <   4- O-TMS   <   5-O-TMS=4- O-TMS+OCHB3   B<  6-O-TMS 
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exception faite pour la morine 3,5,7,3’,4’ – pentahydroxyflavone), où le temps de rétention 

de son dérivé a été trouvé plus petit que celui du dérivé TMS du Kaempférol (3,5,7,4’ –

tétrahydroxyflavone). 

L’Analyse des dérivés sylilés a été faite pour la première fois par  

NARASIMHACHARI et VON RUDOLFF [249]. Ces auteurs ont mené une 

chromatographie en phase gazeuse sur de nombreux flavonoïdes (flavones, flavonols, 

flavonones, chalcones, isoflavones, isoflavonones, chromones) dont des flavones et des 

flavonols essentiellement méthylés, en utilisant le polymère silicone SE-30 comme phase 

liquide qui permet de travailler à des températures supérieures à 200°C nécessaires pour les 

flavonoïdes de point de fusion élevé. Il a été trouvé lors de cette étude que certaines 

flavonones et chalcones sortent suivant 2 pics sur le chromatogramme, l’un plus intense 

que l’autre. Ceci est dû à une isomérisation flavonone↔chalcone résultant de l’analyse à 

haute température, résultat remarqué par d’autres chercheurs [250-252]. 

FURUYA [250] a séparé un mélange de flavonoïdes dont les flavones et des 

flavonols (dérivés en TMS) sur 1,5% SE-30 en isotherme à 240°C. Il a établit que le temps 

de rétention croît avec l’augmentation du degré de l’oxydation ou de l’hydroxylation. 

D’autres exemples de l’utilisation de SE-30 incluent la séparation de dérivés TMS 

des flavonoïdes par HEMINGMAY et HICLIS [245] qui ont appliqué la CPG sur colonne 

remplie aux dérivés TMS pour la détermination de la dihydroquercétine (3,5,7,3’,4’ –

penthahydroxyflavonone) qui est un aglycone contenu dans le bois de mélèze. 

La phase stationnaire OV-1 a été trouvée convenable pour la CPG de dérivés TMS 

des flavones [242], des flavonols [252-253], des flavanones [252]. Egalement, la phase 

OV-101 a été utilisé par ANDERSEN et VAUGHN [253] pour effectuer des estimations 

quantitatives de la quercétine. Ces auteurs ont utilisé un détecteur à capture d’électron pour 

leur travail et ils ont remarqué 2 à 3 fois plus sensible que le détecteur à ionisation de 

flamme. 

Neuf aglycones flavoniques triméthylsilylés ont été séparés sur une colonne remplie 

de phase liquide OV-17 par VAN HAELEN et VAN HAELEN-FASTRE [254]. Ces 

auteurs ont noté que la température et le débit du gaz vecteur requis pour élever les 

flavonoïdes sont incompatibles avec l’utilisation de colonnes capillaires. 
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GREENAWAY et al. [251] ont détecté par l’analyse couplage CG/MS, en utilisant 

une colonne capillaire apolaire OV-1, des aglycones flavoniques 5,7-disubstitués dans la 

propolis qui est un mélange complexe de composé incluant à côté des aglycones, des 

acides et des esters benzoïques substitués, des acides et des esters phénoliques substitués, 

ainsi que la cire d’abeille. Le N-méthyl-Ntrimethylsyltrifluoroacétamide (MSTFA) a été 

utilisé comme agent de dérivatisation. Il a été noté une tendance pour les flavones à être 

chromatographiées sous plus d’une forme et aussi pour les flavonones à se convertir en 

leurs chalcones correspondantes, ce qui entraîne que l’on n’est pas certain que celles-ci 

soient originellement présentes dans les propolis. 

Dans leurs travaux par analyse CPG sur colonne capillaire, CRESAR et al. [255] ont 

démontré la haute résolution de cette technique en comparaison à la CPG sur colonne 

remplie. 

Récemment, les produits phénoliques de l’huile d’olive ont été séparés et identifiés 

par la technique chromatographie gazeuse couplée à la masse sur des colonnes capillaires 

DB-5MS. L’agent de la dérivatisation est un mélange de bis (trimethylsilyl) 

trifluoracetamide et trimethylchlorosilane (BSTFA-TMCS 99:1 V/V) [256-258]. 

 

9.6. La chromatographie liquide de haute performance  

La CLHP a été appliquée aux séparations très complexes dans le domaine de la 

chimie des produits naturels. Le champ de composés qui peuvent être séparés par 

chromatographie liquide haute performance continue de s’étendre rapidement. Les progrès 

dans la portée et la souplesse de cette technique sont dus principalement à la disponibilité 

de l’instrumentation et aux améliorations dans l’efficacité et la nature des matériaux de 

remplissage des colonnes. Des informations utiles sur la théorie et sur la relation entre 

théorie et pratique en CLHP ont été publiées [259,260]. WARD et PETHER [261] sont les 

premiers à avoir introduit cette technique analytique à l’analyse des flavonoïdes. 

La CLHP a été principalement utilisés pour déterminer quantitativement les 

constituants des plantes, pour contrôler la pureté d’échantillons naturels et pour des 

comparaisons chimiotaxonomiques. 
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C’est sans doute pour l’utilisation très large des colonnes en «phase inversée» de 

grande capacité que la CLHP est devenue une méthode de choix pour l’isolement des 

produits phénoliques. 

Le choix initial d’une colonne est fonction de la classe de flavonoïdes à séparer et de 

la capacité de la colonne à donner de bonnes caractéristiques (reproductibilité, sélectivité). 

Bien que les tailles des particules puissent entraîner des différences, les tailles les plus 

utilisées restent 10 µm, 5 µm et 3 µm. 

Les colonnes RP-18 sont utilisées dans la plupart des études sur la séparation des 

composés flavoniques. Cependant, BIANCHINI et GAYDOU [262] ont appliqué la CLHP 

en phase normale sur les flavones polyméthoxylées du genre citrus. 

 

9.6.1. Séparation sur colonnes à gel de silice  

Ce matériel de remplissage de colonne n’est pas souvent employé, mais peut être 

recommandé pour la séparation d’aglycones flavoniques non polaires ou faiblement 

polaire. La CLHP utilisant le lichrosorb Si60 comme adsorbant et un mélange  

n-heptane:isopropanol (60:40 V/V) comme éluant s’est avérée être une méthode efficace 

pour la séparation des polyméthoxyflavones présentes dans les fruits du genre citrus [262]. 

La tangérentine, la tétra-o-méthylscutellaréine, la heptaméthoxyflavone, la nobilétrine et la 

sinensétine ont été séparées et identifiées dans les extraits de peaux d’agrumes en moins de 

25 minutes. 

 

9.6.2. Séparation sur colonnes en phase inversée 

Peu après l’introduction de la CLHP, de nombreuses phases stationnaires apparurent 

sur le marché. Les plus importantes sont chimiquement appelées «phases stationnaires 

greffées» qui sont préparées par liaisons de molécules variées d’organosilanes comme 

l’octadécyl-trichlorosilane, l’octyltrichlorosilane ou le phényltrichlorosilane. Un des 

facteurs les plus importants affectant la performance des colonnes à phase greffée est la 

quantité de matériel organique déposé sur la surface de silice [242]. 
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La phase stationnaire est moins polaire que la phase mobile et la procédure est 

appelée «chromatographie en phase inversée». Ainsi, les solutés très polaires possèdent des 

temps de rétention plus petits que les solutés apolaires. Pour les aglycones possédant 

uniquement peu de groupements hydroxyles ou les aglycones complètement méthoxylés, il 

est clair que la chromatographie en phase inversée n’est pas nécessairement indiquée, 

puisque cette classe de flavonoïdes peut être facilement séparée par chromatographie 

d’adsorption sur gel de silice [262]. Néanmoins, plusieurs auteurs ont obtenu d’excellentes 

séparations d’aglycones non polaires sur colonnes greffées octadécylsilyl ou octylsilyl. 

DONDI et al. [263] ont étudié le comportement chromatographique en RP-CLHP de 

composés flavonoïdiques pour trois colonnes différentes Lichrosorb C8 (7 µm), 

Bondapack C18 (5 µm) et Bakerbond C18 (5 µm). 

Les solvants utilisés sont généralement les systèmes  méthanol/eau, acétonihile/eau. 

L’addition de l’acide acétique, formique ou phosphorique améliore la séparation et 

empêche les traînées, mais des systèmes sans acides ont été utilisés avec succès dans un 

bon nombre d’études [264-266]. 

L’innovation technologique dans les détecteurs UV à longueurs d’ondes variables a 

permis un choix de longueur d’onde pour la détection quantitative et qualitative des 

flavonoïdes. Les longueurs d’onde les plus utilisées en UV sont 254,  280 et 340 nm. 

Plusieurs auteurs [267-269] ont pris avantage de l’innovation de spectroscopie UV et 

utilisé des détecteurs spectroscopiques à barrettes de photodiodes. Des systèmes CLHP 

sophistiqués incluent maintenant des ordinateurs qui contrôlent des parties du procédé 

chromatographique et aussi le stockage des spectres d’échantillons pour des analyses par 

comparaison avec des composés de référence d’une banque de données et permet en effet 

de différencier les classes de composés phénoliques. Le traçage simultané du profil de 

l’absorbance UV dans les trois dimensions [270] peut être utilisé pour détecter les 

composés mineurs, même s’ils sont noyés derrière de larges pics et lever certaines 

ambiguïtés sur la nature des composés étudiés. Il est également devenu courant d’utiliser la 

CLHP couplée à la spectrométrie de masse ou à la RMN du proton qui permet d’apporter 

des informations complémentaires sur la nature des composés étudiés [271]. 
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9.7.  Méthodes de caractérisation  

L’étude structurale de composés phénoliques fait intervenir plusieurs méthodes de 

caractérisation. 

 

9.7.1.  Méthodes d’hydrolyse  

On distingue les méthodes d’hydrolyse par voie enzymatique qui provoquent, dans le 

cas de molécules glycosylées, par exemple la rupture des liaisons osidique permet de 

confirmer la nature du substituant osidique et sa conformation dans la molécule selon la 

spécificité de l’enzyme utilisée [272]. La caractérisation des os peut être également réalisée 

par voie d’hydrolyse chimique. Cette méthode permet de libérer les os qui peuvent ensuite 

être identifiés [273]. 

L’hydrolyse en milieu acide fort en présence d’un catalyseur, est utilisée pour 

identifier la nature des proanthocyanidols par rupture des liaisons interflavaniques et 

formation des anthocyanidols correspondants [274-275]. La caractérisation des unités 

constitutives des proanthocyanidols et de leur degré de polymérisation et généralement 

effectuée par rupture des liaisons interflavoniques en présence d’un agent nucléophile  

(α-toluène thiol, phloroglucinol) et un milieu acide. Lorsque l’agent nucléophile est le 

toluène thiol,  la méthode d’hydrolyse est dite ‘thiolyse’ [276-278]. L’analyse du milieu 

réactionnel par CLHP donne la composition de l’extrait proanthocyanidolique en unités 

terminales et en unités supérieures et intermédiaires. Ces dernières étant libérées sous la 

forme de dérivés benzylthioéthers. Le degré de polymérisation moyen (DPM) de la 

fraction polymérique est estimé en calculant le rapport entre toutes les unités et les unités 

terminales. 

 

9.7.2.  Spectrométrie UV- Visible  

Les composés phénoliques absorbent dans l’UV et certaines de ces molécules 

absorbent également dans le visible, notamment les anthocyanes (λBmaxB=520-530nm). Ainsi, 

les spectres UV- visibles apportent une information sur la nature des composés 
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phénoliques étudiés, car on peut distinguer les trois grandes familles des phénols par les 

longueurs d’onde maximales d’absorption : 280nm pour les composés hydroxybenzoiques, 

320 nm pour les dérivés hydroxycinnamiques et enfin les flavonoïdes sont caractérisés par 

la longueur d’onde de 350 nm. 

La spectroscopie UV-Visible est généralement la technique la plus utilisée pour 

déterminer le squelette du flavonoïdes, car les spectres UV-Visible de la majorité des 

flavonoïdes montrent deux bandes d’absorptions maximales. La première bande est 

dans l’intervalle 240 - 285 nm nommée ‘bande II’, tandis que la deuxième se situe dans 

la région 300 – 400 nm appelée ‘bande I’. La bande II est généralement caractéristique 

du cycle A (système benzoyl) et la bande I est caractéristique du cycle B (système 

cinnamoyl) (figure 9.1). 
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Figure 9.1 : Systèmes synnamoyl et benzoyle d’un flavonoïde 
 

Les spectres UV-visibles peuvent également donner des indications sur leur structure 

(position des groupements hydroxyles et des substitutions) après addition des réactifs qui 

se complexent ou réagissent avec les flavonoïdes. Les réactifs utilisés dans ce cas sont le 

méthoxyde de sodium, l’acétate de sodium, l’acétate de sodium/acide borique, le chlorure 

d’aluminium et le chlorure d’aluminium/l’acide chlorhydrique. Ces réactifs créent des 

déplacements des spectres UV-Visible des flavones et flavonols. 

En effet, l’utilisation du méthoxyle de sodium permet de détecter les groupements 

hydroxylés libres en position 3 et/ou 4’. Un effet bathochrome entre 40 et 65 nm de la 

bande I (340-360nm) est constaté par rapport au spectre UV-visible obtenu dans le 

méthanol. 
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L’addition du métoxy de sodium à un extrait méthanolique induit un léger effet 

bathochrome sur la bande II (250-270nm) dans le cas où le groupement hydroxylé en 

position 7 est libre. L’addition de l’acide borique à la solution méthanolique après addition 

du métoxyle de sodium provoque un déplacement bathochrome de la bande I (28 nm pour 

la rutine) si le groupement hydroxylé en 4’ est libre et les positions 3 ou 7 sont substituées. 

La présence de l’acétate de sodium, l’acide borique chélate tous les groupements 

d’hydroxyles en ortho dans les flavonoïdes sauf les hydroxyles en 5 et 6 (figure 9.2). 

O

O

B-
O

OHHO

O  

Figure 9.2 : Effet de l’acide borique 
 

Les chalcones et flavonols qui contiennent dans le cycle B des groupements ortho-

dihydroxyls montrent un déplacement important de 12-30 nm (bathochrome) dans la bande 

I en présence de l’acétate de sodium/acide borique. 

L’addition du chlorure d’aluminium à une solution méthanolique induit des 

complexations provoquant un déplacement bathochrome de la bande I par rapport à la 

solution méthanolique. Il peut y avoir complexation entre la fonction cétone de 

l’hétérocycle et les groupements hydroxylés libres en position 3 ou 5. Ces complexes sont 

stables et résistent à l’addition d’acide. Il y a également complexation de ce sel avec les 

groupements ortho-dihydroxylés du noyau B. Dans ce cas, les complexes sont sensibles à 

l’addition de l’acide chlorhydrique à la solution et un déplacement hypsochrome par 

rapport au spectre enregistré avec chlorure d’aluminium est noté (figure 9.3). 
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Figure 9.3 : Effet de chlorure d’aluminium et de l’acide chlorydrique sur les flavonoïdes 

 

Les anthocyanes qui possèdent des groupements orthodihydroxylés donnent 

également des complexes avec le chlorure d’aluminium. Comme ces molécules ne 

possèdent pas de fonction cétone sur l’éthérocycle C, il n’y a pas d’autres possibilités de 

complexation. 
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9.7.3. Spectrométrie de résonance magnétique nucléaire (RMN)  

La spectroscopie de Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) est devenue un des 

outils les plus importants pour l’identification de molécules et l’élucidation de leur 

structure. Les dix dernières années ont été marquées notamment par l’introduction de la 

RMN à transformée de Fourier à haute résolution et de diverses bidimensionnelles (2D) 

qui ont permis d’améliorer considérablement la résolution et la sensibilité de cette 

technique d’analyse. La RMN du carbone 13 et du proton est utilisée en routine pour 

caractériser et confirmer la structure d’un composé phénolique ou pour déterminer le 

schéma de substitution d’un phénol. 

La solubilité limitée de nombreux phénols dans les solvants chlorés ne permet pas 

parfois la réalisation de spectres dans l’hexadeutérodiméthylsulfoxyle (DMSO-dB6B). 

L’inconvénient de ce solvant est que la récupération du produit est parfois difficile. 

Le point de départ de l’analyse d’une molécule isolée est l’étude du spectre proton 

(P

1
PH) unidimensionnel (1D) qui apporte des informations tant qualitatives que quantitatives. 

En effet, chaque proton d’une molécule donne un signal qui possède un déplacement 

chimique caractéristique et peut présenter des constantes de couplage avec les protons 

voisins. Des informations concernant les groupes fonctionnels et la position des P

1
PH les uns 

par rapport aux autres peuvent ainsi être obtenues. De plus, l’intégration des signaux, 

proportionnelles aux nombres de P

1
PH, permet d’accéder au nombre total de P

1
PH de la 

molécule. Dans le cas des composés phénoliques, trois zones de déplacements chimiques 

caractéristiques peuvent être définies correspondant respectivement aux P

1
PH, des cycles A, 

B et C [279]. Les protons 2’, 5’ et 6’ du cycle B sont les plus déblindés par rapport aux 

protons du cycle A. Pour ce cycle (par exemple dans le 5,7-dihydroxyflavonoïde), les 

protons C-6 et C-8 du cycle A ont des déplacements chimiques voisins comprises entre  

5,7 et 6,9 ppm, et des signaux apparaissent comme des doublets avec une constante de 

couplage J = 2,5 Hz. Par contre, dans le 7-hydroxyflavonoïde, le proton en plus en C-5 

dans ce composé sera bien déblindé par le groupement carbonyle en C4 (figure 9.4).  Un 

signal apparaît en un doublet à 8,0 ppm avec une constante de couplage de J = 8,9 Hz due 

au couplage ortho avec le proton H-6. Le signal H-6 sera quadruplet q:dd (JB1 B= 9Hz,  

JB2 B= 2 Hz) et H-8 apparaît comme un doublet d (J = 2.5Hz) (tableaux 9.2 et 9.3) . 
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Figure 9.4 : Déplacement chimique des protons H-6 et H-8 dans 5,7- dihydroxyflavonoïde 
 

Tableau 9.2 : Déplacements chimiques de H-6 et H-8 dans 5,7- dihydroflavonoïdes 

 

 H-6 (ppm) H-8 (ppm) 

Flavones, flavonols, isoflavones 

7-glycosides 

Flavones, dihydroflavonols 

7- glycosides 

6,0 - 6,2 d 

6,2 - 6,4 d 

5,75 - 5,95 d 

5,9 - 6,1 d 

6,3 - 6,5 d 

6,5 - 6,9 d 

5,9 - 6,1 d 

6,1 – 6,4 d 
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Tableau 9.3 : Déplacements chimiques des protons de H-5, 6 et 8 dans 5- 

dihydroxyflavonoïdes 

 
 H-5 (ppm) H-6 (ppm) H-8 (ppm) 

Flavones,flavonols, isoflavones 

Flavonones, dihydroflavonols 

7,2 - 8,2 d 

7,7 - 7,9 d 

6,7 - 7,1 dd 

6,4 - 6,5 dd 

6,7 - 7,0 d 

6,3 - 6,4 d 

 

En ce qui concerne les protons du cycle B, pour les 4’-oxygéné flavonoïdes, les 

signaux des protons des carbones C-2’,3’,5’ et 6’ apparaissent suite à la rotation du cycle B 

comme deux paires ortho couplés d (J = 8,5 Hz) dans l’intervalle 6,5 – 7,9ppm  

(tableau 9.4). 

ORB

2' 3'

5'6'  

Tableau 9.4 : Déplacements chimiques des protons de H-2’, 3’, 6’ dans  

4- oxyflavonoïdes 

 

 

 

 

 

 

 

 H-2’,6’ (p.p.m) H-3’,5’ (p.p.m) 

Flavonones 

Dihydroflavonols 

Isoflavones 

Chalcones (H-2,6 et H-3,5  

Aurones 

Flavones 

Flavonols  

7,1 - 7,3 d 

7,2 - 7,4 d 

7,2 - 7,5 d 

7,4 - 7,6 d 

7,6 - 7,8 d 

7,7 - 7,9 d 

7,9 - 8,1 d 

6,5 - 7,1 d 

6,5 - 7,1 d 

-- 

-- 

-- 

-- 

-- 
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Dans le cas des composés 3’,4’-dioxygénés flavonoïdes, le proton C-5’ dans 3’,4’-

dioxygéné flavones et flavonols apparaît comme signal doublet d (J = 8,5 Hz) dans 

l’intervalle 6,7 - 7,1 ppm  (tableau 9.5). 

ORB

2'

5'6'

OR1

 

Tableau  9.5 : Déplacements chimiques de C-2’ et 6’ dans 3’,4’-dioxygénés flavonoïdes 

 H-2’ (ppm) H-6’ (ppm) 

Flavones (3’,4’-OH et 3’-OH, 4’-OMe) 

Falvonols (3’,4’-OH et 3’-OH, 4’-OMe) 

Flavonols (34-OMe, 4’-OH) 

Flavonols (3’,4’-OH,3-oglycosyl) 

7,2 - 7,3 d 

7,5 - 7,7 d 

7,6 - 7,8 d 

7,2 - 7,5 d 

7,3 - 7,5 q 

7,6 - 7,9 q 

7,4 - 7,6 q 

7,3 - 7,7 q 

 

Dans le cas des composés 3’,4’-dioxygénés isoflavones, flavonones et dihydroflavonols, 

les signaux des protons H-2’,5’ et 6’ apparaissent comme multiplet dans l’intervalle  

6,7 - 7,1 ppm. Le proton du C-3 dans les flavones apparaît toujours comme un signal 

singulier à 6,3 ppm. Le déplacement chimique du proton C-2 dans les isoflavones sera dans 

l’intervalle 7,6 - 7,9 ppm. Ce signal est singulier. 
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Dans les flavanones, le proton au carbone C-2 apparaît comme un signal quadruplet q  

(,JBtrans B= 11 Hz,  JBcis B= 5Hz), centré à 5,2 ppm.. Le signal des deux protons en carbone C-3 

est aussi un quadruplet due à l’interaction spin-spin des autres protons (J = 17Hz) avec  

H-2. Dans les dihydroflavonols, la valeur du déplacement chimique de ce signal est de 2,8 

ppm, les deux protons aux carbones C-2 et C-3, apparaissent comme des doublets d  

(J = 11Hz). Le signal de H-2 à 4,9 ppm est bien séparé du proton H-3 qui est à 4,3 ppm. La 

glycosilation de 3-hydroxyl cause un champ faible des deux signaux H-2 et H-3  

(tableau 9.6). 
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Tableau 9.6 : Déplacements chimiques des protons  H-2 et H-3 dans les flavanones et 

dihydroflavonols 

 

 

 

 

 

 H-2 (ppm) H-3 (ppm) 

Flavonones 

dihydroflavonols 

dihydroflavonols 

5,0 -5,5 q 

4,8 -5,0 q 

5,0 - 5,6 q 

∼ 2,8 qq 

4,1 - 4,3d 

4,3 - 4,6d 
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Pour les chalcones, les protons HBαB et HBβB apparaissent comme des doublets d 

(J = 17Hz) dans l’intervalle 6,7 - 7,4 et 7,3 - 7,7 ppm, respectivement. Le proton 

benzélique dans les aurones apparaît comme signal singulier dans l’intervalle 6,5 -6,7 ppm. 
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α

Β

 

O

CH

O  

les spectres P

13
PC 1D donnent eux aussi des informations sur l’environnement 

chimique des carbones de la molécule, notamment le nombre de P

1
PH auxquels ils sont liés et 

la présence de substituants attachés directement ou proches dans l’espace. Certains 

déplacements chimiques caractéristiques peuvent aider à la détermination de la structure. 

Ainsi, dans le cas des flavonols, il a été montré qu’un déplacement chimique du C2 

inférieur à 80 ppm caractéristique d’une configuration 2,3 cis, alors qu’un déplacement 

chimique supérieur à 80 ppm de quelques ppm indique une configuration 2,3 trans [280]. 

D’autre part, une liaison interflavanique de type A est indiquée par un fort déblindage de 

l’ordre de 20 ppm  du C2 [281-282]. 

Cependant l’interprétation des spectres 1D peut s’avérer difficile notamment lorsque 

les signaux de différents atomes P

1
PH ou P

13
PC de la molécule possèdent des déplacements 

chimiques très proches. L’amélioration de la résolution apportée par les spectres 2D 

permet bien souvent de résoudre ces problèmes. 

Les séquences 2D sont très utiles pour affiner la structure et la conformation des 

composés étudiés. Les séquences les plus utilisées pour la détermination de la structure des 

composés phénoliques peuvent être classées en deux grandes familles : les séquences 

homonucléaires P

1
PH et les séquences hétéronucléaires P

1
PH-P

13
PC. 

Les principales séquences 2D homonucléaires P

1
PH sont les séquences COSY, 

TOCSY, NOESY et ROSEY. Les spectres COSY donnent les corrélations entre P

1
PH par 2 

ou 3 liaisons. Ils permettent d’identifier des P

1
PH géminaux et vicinaux et aussi de mesurer 

les constantes de couplages entre ces P

1
PH à partir du dédoublement des pics de corrélation. 
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Ils peuvent s’avérer particulièrement utiles lorsque les spectres 1D P

1
PH sont trop confus 

et/ou présentent des signaux dégénérés. 

Les spectres NOESY et ROESY permettent d’accéder aux corrélations entre protons 

proches dans l’espace. La présence des taches de corrélation et leur intensité donnent des 

indications sur la conformation et sont utilisées pour confirmer les attributions et les 

structures. 

C

H
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H
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C

H

C

H

NOESY
ROESY  

Les séquences 2D hétéronucléaires en détection inverse (c’est à dire du signal P

1
PH) 

sont de plus en plus utilisées pour l’étude de noyaux peu sensibles comme le P

13
PC en raison 

de leur plus grande sensibilité par rapport aux méthodes de détection directe. 

Les séquences HSQC et HMQC permettent d’observer les corrélations entre P

1
PH et 

P

13
PC directement liés (couplage P

1
PJ) alors que la séquence HMBC permet d’accéder aux 

corrélations longues distances entre P

1
PH et P

13
PC voisins (couplages P

2
PJ, P

3
PJ et parfois P

4
PJ). 
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9.7.4. Spectrométrie de masse  

La spectrométrie de masse est une technique d’analyse permettant la détermination 

des masses des molécules isolées. Cette méthode d’analyse nous apporte des informations 

sur la nature d’un composé, sa masse moléculaire et sa structure. 
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La première étape d’analyse d’un composé en spectrométrie de masse consiste à le 

transformer à l’état gazeux et former des ions de ce composé. Les ions formés sont ensuite 

soumis à un champ magnétique fort. Leur trajectoire, dans une enceinte sous vide, permet 

alors de déterminer le rapport masse/charge (m/z). 

Un spectromètre de masse est composé classiquement de quatre éléments: un système 

d’introduction de l’échantillon, une source dans laquelle est ionisé l’échantillon, une zone 

de collision où les ions se fragmentent et les molécules de solvants sont éliminées, un 

analyseur de masse. 

Il existe plusieurs sources d’ionisation : impact électronique, ionisation chimique, 

ionisation par bombardement d’ions ou d’atomes rapides (FAB), désorption de champ, 

désorption Laser, Maldi,  thermospray et électrospray, appelée aussi  électronébulisation. 

Les sources ‘impact électronique’ et ‘électrospray (ES ou ESI)’ sont souvent les plus 

utilisées dans  la majorité des laboratoires recherches pour caractériser les molécules 

phénoliques. 

Le principe de l’électronébulisation est la vaporisation d’un échantillon, à 

température atmosphérique, sous l’effet d’un champ électrique fort selon un mode 

d’ionisation positif ou négatif qui provoque une accumulation de charges à la surface du 

liquide qui va se rompe pour former des gouttelettes hautement chargées. Dans la zone de 

collision, une différence de potentiel est appliquée, permettant l’acheminement des ions 

vers l’analyseur quadripolaire. L’avantage des sources à l’électronébulisation consiste dans 

le fait que celle-ci est une méthode d’ionisation douce qui permet d’observer les pics 

moléculaires tout en favorisant la formation de fragments en jouant sur la différence de 

potentiel de la zone de collision. 

L’application de cette méthode à l’étude structurale des composés phénoliques a pour 

avantage la possibilité d’avoir des informations sur la masse moléculaire et sur la présence 

de résidus glycosilés [283]. La détermination des substitutions sur les aglycones est rendue 

facile grâce à la fragmentation des molécules. Dans ce cas, on retrouve généralement, en 

plus du pic correspondant à l’ion moléculaire, le pic correspondant à l’aglycone. La 

différence entre ces deux masses nominales permet de mettre en évidence la substitution 

par un ou plusieurs résidus glycosilés ou non. 
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La méthode d’impact électronique (IE) est largement utilisée pour réaliser des 

spectres de masse de flavonoïdes aglycones et glycosylés. Cette technique est valable pour 

l’étude structurale de toutes les classes des flavonoïdes aglycones et glycosylés. 

La plupart des flavonoïdes aglycones montrent un pic intense qui correspond au pic 

moléculaire (MP

+
P) et qui est, dans la plupart des cas, le pic de base. Par contre, le pic 

moléculaire est rarement observé dans le cas des dérivés sylilés des flavonoïdes. Le pic 

moléculaire des flavonoïdes aglycones est toujours accompagné par plusieurs pics comme 

[M-H]P

+
P et [M-CHB3B]P

+
P pour les flavonoïdes méthoxylés. 

On observe aussi et d’une façon générale des ions qui résultent des clivages des deux 

noyaux A et B. Quelques ions sont obtenus par la fragmentation retro de Diel- Alders 

(RDA). Deux fragmentations communes pour les flavonoïdes qui seront désignés par le 

chemin I et le chemin II. Le chemin I correspond au clivage classique retro-Diels-Alder 

(figure 9.5). 

O

O+

O

C

O

+

+/ou
C

C

+

A1 B1

Chemin 1

 

O

O

Chemin 2
+

O C C H+ + C O

B2
 

Figure 9.5 : Fragmentation commune des flavonoïdes par IE 

  

Des mécanismes de fragmentation de quelques classes de flavonoïdes aglycones sont 

illustrées dans la figure 9.6. 
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Figure 9.6 : Mécanismes de fragmentation par IE de quelques flavonoïdes aglycones 
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CHAPITRE 10 

ETUDE DE L’ACTIVITE ANTIOXYDANTE 

 

 

 

 

L’activité antioxydante (AAO) a été étudiée par de nombreux auteurs, au travers 

d’une grande diversité de principes actifs, de drogues, de molécules, de modes d’action et 

de grande variété de tests susceptibles de mettre en évidence cette activité. Les 

phénomènes caractérisant l’AAO ont été surtout abordés vis à vis des corps gras qui sont 

un des principaux champs d’application des produits à effet antioxydant. Il y a donc une 

multitude de résultats concernant ce type d’étude. Ces derniers ne sont malheureusement 

pas toujours corrélés entre eux. 

 

10.1.  Activité antioxydante  

10.1.1. Activité antioxydante dans le monde végétal  

Les plantes, comme tous les êtres vivants, ont à se défendre contre les agressions de 

l’oxygène. Pour ce faire, elles ont développé tout un ensemble de substances dont certaines 

ont pérennisé jusque dans le règne animal, tandis que d’autres constituent aujourd’hui des 

originalités propres aux végétaux. 

S’il est probable que certaines molécules ont été sélectionnées au cours de l’évolution 

grâce à leurs activités, il est certain que l’intégration de l’oxygène moléculaire au 

métabolisme s’est fait très tôt grâce aux chaînes respiratoires et à des structures 

spécifiques. Il existe en dehors de ces chaînes les enzymes qui sont chargés de diminuer 

l’agressivité de l’oxygène et par extension celle des radicaux libres. Parmi elles, on cite 

plusieurs grandes classes : la catalase, la peroxydase, la superoxyde dismutase, la 

lipoxydase, la gluthathion-oxydoréductase. Une analogie de structure a été établie entre les 

sites actifs de ces enzymes et ceux des chaînes respiratoires. On remarque également que 
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ce type de structure se retrouve au sein du règne animal. L’hémoglobine et ses dérivés sont 

les principaux transporteurs d’oxygène via le fer. 

Les végétaux ont mis très tôt au point une structure analogue : la chlorophyle. In 

vitro, il a été démontré qu’elle pouvait réagir en présence d’un radical peroxyle pour 

donner un radical tétrapyrrole stable [284]. In vivo, la chlorophylle excitée transmet son 

énergie aux systèmes photosynthétiques PS I et PS II. Au sein des extraits, un tel système 

de transmission d’énergie n’existe pas et c’est pour cela que l’on préfère décolorer les 

extraits afin d’éviter une éventuelle activité pro-oxydante [285]. On retrouve ces propriétés 

de capture/stabilisation de radicaux chez de nombreuses substances azotées. Parmi elles, 

on trouve de nombreux acides aminés, tels la lysine, l’arginine, le l’histidine, le 

tryptophane, la cystéine, la méthionine et la thréonine [286-288]. Il n’est pas donc étonnant 

que l’on retrouve ce même type d’action chez des composés issus de ce groupe : les 

alcaloïdes [289-290]. L’AAO apparente de ces substances peut s’expliquer par le fait que 

l’azote, en relation avec un autre groupement nucléophile de la molécule, permet la 

décomposition non radicalaire des hydroperoxydes et empêche ainsi la propagation de 

l’oxydation [291]. La caféine a montré une AAO comparable au BHA et au BHT dans un 

système modèle à base d’acide linoléique [292]. 

Les exemples pourraient s’étendre, mais le fait que les alcaloïdes ne soient pas des 

substances pharmacologiquement inactives,  les recherches d’AAO se sont focalisées vers 

d’autres familles de composés. Il existe parmi elles un autre groupe propre au règne 

végétal : les flavonoïdes. 

 

10.1.2.  Phénomène d’oxydation des lipides  

Les corps organiques qui possèdent des doubles liaisons (acides gras par exemple) 

sont particulièrement sensibles à l’oxydation car les électrons π constitutifs se délocalisent 

facilement pour donner lieu à des équilibres mésomères impliquant l’existence de radicaux 

libres. L’oxygène se fixe alors, pour former après réaction en chaîne, des hydroperoxydes. 

Dans les aliments, les peroxydes vont donner naissance à des produits secondaires 

(composés cétoniques, aldéhidiques….) qui vont altérer profondément leur saveur. Les 

changements de caractéristiques associés à la détermination des huiles végétales et des 
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graisses animales sont le développement de goûts et d’odeurs désagréables et des 

changements dans la couleur et la viscosité de l’huile oxydée. 

Dans le milieu biologique, les acides gras polyinsaturés présents sont facilement 

oxydés en peroxydes qui contribuent probablement aux avaries et disfonctionnement dans 

la cellule et les tissus. Ces peroxydes peuvent être à l’origine de troubles pulmonaires, de 

problèmes inflammatoires ou de cancers et sont aussi impliquées dans les phénomènes de 

vieillissement. 

Les principales causes d’oxydation sont la chaleur, la lumière, les catalyseurs (sels 

métalliques) et l’agitation thermique. 

 

10.1.3. Mécanisme d’autoxydation  

L’autoxydation est régie par un mécanisme radicalaire en chaîne procédant par initiation, 

propagation et termination [293-294] (figure 10.1). 

Initiation (I)  RH → RP

•
P +HP

•
P 

Propagation (II) RP

• 
P+ OB2 B→ ROOP

•
P 

ROOP

• 
P+ RH → ROOH + RP

•
P 

Terminaison  (III) ROOP

• 
P+ ROOP

• 
P→ produit inerte 

RP

• 
P+ RP

• 
P→  produit inerte 

ROOP

• 
P+ RP

• 
P→ produit inerte 

Figure 10.1 : Mécanisme d’autoxydation 

Si RH est une molécule dans laquelle H est à atome d’hydrogène particulièrement labile, la 

phase d’activation (I) conduit à l’arrachement d’un radical HP

•
P entraînant la formation d’un 

radical RP

•
P. L’oxygène atmosphérique qui est à l’état triplet sous forme de biradical 

s’additionne sur le radical RP

•
P pour donner un radical hydropéroxyle. Ce dernier se stabilise 

en attaquant une autre molécule RH à laquelle il arrache son hydrogène labile. Le radical 

RP

•
P régénéré peut à son tour être attaqué par l’oxygène (II). Dans des conditions favorables, 
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cette phase s’auto entretient, c’est l’auto oxydation ou autoxydation. Elle s’arrête par 

l’union de deux radicaux libres se saturant mutuellement III. 

 

10.2. Rôle des antioxydants  

10.2.1. Définition d’un antioxydant  

Le terme antioxydant désigne une substance qui, ajoutée à faible dose à des matières 

spontanément à l’air, est capable d’empêcher l’action de l’oxygène. Elle interfère sur le 

processus normal d’oxydation en augmentant le temps au bout duquel cette oxydation 

aura produit des odeurs indésirables et une détérioration décelable. 

Toutes fois, pour être efficace, les antioxydants doivent être additionnés le plus tôt 

possible dans le processus de fabrication. Ils ne peuvent en effet inverser la réaction 

d’oxydation, mais seulement la ralentir ou la stopper [295]. 

 

10.2.2. Mécanisme d’action des antioxydants  

En fonction de leur moment d’intervention, et de leur mécanisme d’action dans la 

réaction d’oxydation à l’air, on peut classer les antioxydants en deux groupes différents: 

• Antioxydants préventifs : Les antioxydants préventifs désactivent les espèces 

actives et les précurseurs possibles de radicaux libres. Ils suppriment de ce fait la 

génération des radicaux libres [296-297]. 

Les hydroperoxydes génèrent des radicaux qui peuvent servir d’initiateur à la 

réaction d’autoxydation : 

ROOH → ROP

• 
P+ OHP

•
P 

RH + OHP

• 
P→ RP

• 
P+ HB2BO 
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Des substances (AH) capables de piéger OH• ou RO•, formés lors de la 

composition des hydroperoxydes inhibent l’autoxydation des lipides au niveau de 

sa phase d’initiation : 

OHP

• 
P+ AH → AP

• 
P+ HB2BO 

ROP

• 
P+ AH → ROH + AP

•
P 

De telles substances sont appelées antioxydants préventives [298]. 

• Antioxydants de rupture de chaînes : Les antioxydants de rupture de chaîne 

constituent le groupe le plus largement cité dans les mécanismes d’oxydation 

faisant intervenir les antioxydants. Ce sont des produits (BH) capables 

d’interrompre la réaction d’antioxydation comme donneurs d’hydrogènes vis-à-vis 

d’un radical péroxyle ROOP

•
P ou allyle RP

•
P formé dans la phase de propagation du 

processus d’antioxydation pour conduire à un radical stable BP

•
P [297-299]. 

RP

• 
P+ BH → RH + BP

•
P           (1) 

ROOP

• 
P+ BH → ROOH + BP

•
P         (2) 

Il est important de noter que l’addition d’oxygène sur un radical RP

•
P dans la 

réaction d’antioxydation est extrême rapide et que la réaction (2) se fait donc 

préférentiellement. Les antioxydants de type phénolique, qui sont les plus 

importants, réagissent selon ce mécanisme. L’antioxydant phénolique cède un 

hydrogène pour donner un intermédiaire radical stable qui se réarrange pour 

engendrer une structure quinonique [299,300], selon le schéma représenté dans la 

figure 10.2. 
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Figure 10.2 : Mécanisme d’action d’un antioxydant phénolique vis-à-vis d’un radical acide 
gras 

 

• Synergisme (mot grec synergos qui signifie travailler ensemble) : C’est le 

phénomène dans lequel un mélange de deux ou plusieurs composés provoque plus 

d’activité physiologique que ce à quoi on s’attendait sur la base de leurs efficacités 

individuelles. Bien que le rôle exact de la synergie des antioxydants ne soit pas 

connu, beaucoup de ces effets seraient dus à des désactivateurs de métaux ou agents 

chélatants qui éliminent ou diminueraient les effets de métaux catalysant 

l’antioxydation des lipides. 

 

• Action pro oxydante : Les substances pro-oxydantes favorisent la formation de 

radicaux en multipliant les possibilités d’initiation de chaîne. Ce sont 

principalement des traces de métaux sous forme de sels. Ces sels de métaux vont 

orienter l’évolution des hydroperoxydes vers la réaction de scission O-O-, donc 

vers la formation de radicaux qui vont servir d’initiateurs à la réaction 

d’autoxydation (figure10.3). Le retour du métal à sa valence initiale peut 

s’effectuer selon plusieurs voies, chacune d’entre elles génèrent également des 

radicaux libres initiant la réaction d’autoxydation [293,300]. 

ROOH + MP

+2  
P→  ROP

• 
P+ OH- + MP

3+
P 

MP

3+ 
P+ ROOH  →  ROO + MP

2+ 
P+ HP

+
P 

MP

3+ 
P+ RH  →  RP

• 
P+ MP

2+ 
P+ HP

+
P 

Figure 10.3 : Action pro-oxydante des métaux 
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Notons toutefois que la nature du métal, ainsi que celle de la partie organique à 

laquelle il est lié par une liaison ionique, influent sur l’activité prooxydante. 

 

10.3. Principaux antioxydants  

10.3.1. Antioxydants à caractère enzymatique  

Ils sont présents dans l’organisme. Ce sont des antioxydants physiologiques. En 

dehors des états pathologiques ou du vieillissement, la toxicité de l’oxygène ne se s’exerce 

pas. Ils existent donc dans des systèmes protecteurs. Ces systèmes ont la tâche de 

circonscrire les processus oxydatifs de défense, de lutter contre les espèces oxydantes 

indésirables et d’éviter leur apparition. 

Trois enzymes constituent les clés  de cette protection. 

• Les superoxydes dismutases (SOD) : Ils accélèrent considérablement la dismutation 

de OB2PB

-
P en eau oxygénée :  

OB2PB

-  
P+  OB2PB

-  
P+  2HP

+
P   →    HB2BOB2  B+  OB2B 

Les SOD apparaissent donc comme des moyens de défense de première importance 

dans la lutte contre la toxicité de l’oxygène [173]. Elles existent dans les mitochondries 

(SOD à manganèse) et dans le cytosol SOD à cuivre et à zinc. 

• La glutathion peroxydases : La glutathion peroxydase (GSH peroxydase), enzyme 

cytosolique séléniée, transforme non seulement le peroxyde d’hydrogène, mais 

aussi les peroxydes lipidiques. L’eau oxygénée et les lipoperoxydes sont réduits en 

présence de glutathion. Deux molécules de glutathion fournissent deux H en 

formant une liaison disulfure entre elles. Une molécule de peroxyde d’hydrogène 

est ainsi transformée en deux molécules d’eau [302,303] : 

ROOH + 2GSH   →    ROH + GSSG + HB2BO 

Le glutathion est régénéré par la glutathion-réductase en présence d’un 

facteur, le NADPH. 
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• La catalase : Elle joue un rôle important dans la dismutation des superoxydes et de 

l’eau oxygénée [303,304] :   

HB2BOB2  B+   HB2BOB2    B→    2HB2BOB2  B+  OB2B 

Cette enzyme confinée dans les peroxysomes est présente chez tous les 

mammifères. 

 

10.3.2. Antioxydants naturels non enzymatiques 

Les enzymes ne sont pas la seule protection de l’organisme contre les radicaux libres. 

Un autre type de protection est assuré par des substances capables de neutraliser les 

radicaux libres. Ces substances sont aussi efficaces comme conservateurs antioxydants 

dans les aliments. Parmi ces antioxydants, nous citons les  principaux composés :  

• La vitamines E : Elle est composée d’une ou de plusieurs substances de nature 

phénolique appelées tocophérols ou tocotriénols (voir Partie I, chapitre 6). Sa 

grande solubilité dans les huiles et les graisses fait d’elle le meilleur antioxydant 

naturel lipidique. 

On résume le terme de vitamine E à l’α-tocophérol qui est de loin le plus 

répandu dans les huiles végétales [296]. Dans l’industrie alimentaire, l’utilisation 

d’extraits d’origines naturelles riches en tocophérols seuls ou en mélange avec l’α-

tocophérol de synthèse est permise pour la protection des matières grasses et des 

margarines, à une concentration de 0,05%. L’α-tocophérol réagit avec les radicaux 

libres en formant un radical tocophéryle qui stoppe la chaîne de la réaction 

radicalaire grâce à sa stabilité. 

• L’acide ascorbique : L’activité antioxydante de l’acide ascorbique ou vitamine C, 

peut s’exercer de quatre manières : 

- Il peut agir comme capteur d’oxygène.  

- Il peut agir comme donneur d’hydrogène aux antioxydants phénoliques, 

après que ceux-ci aient cédé leurs protons au cours de la réaction en chaîne 

d’antioxydation.  
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- Il peut agir comme synergiste.  

- Il peut agir comme antioxydant préventif par chélation des métaux. 

L’acide ascorbique, à cause de son insolubilité dans les corps gras, sera de 

préférence utilisé en milieux aqueux (jus de fruit, confiture, …) [303]. 

 

• Les flavonoïdes : Depuis quelques temps, il est reconnu que plusieurs classes de 

flavonoïdes montrent une activité antioxydante vis-à-vis d’une variété de composés 

facilement oxydables. Bien que de nombreuses études aient été menées sur les 

flavonoïdes dans le but d’établir leurs propriétés antioxydantes, il n’y a pas de 

relation claire entre la structure des flavonoïdes et leur activité. Ceci est notamment 

dû à la variété des systèmes employés dans l’évaluation de leur activité 

antioxydante et les différents paramètres mesurés [304,305]. 

L’action antioxydante des flavonoïdes s’effectue par «piégeage» des radicaux 

libres, celle-ci procèderait d’un double mécanisme : d’une réaction directe sur les 

radicaux libres et/ou d’une action indirecte par chélation de certain ions métalliques 

lourds, eux mêmes catalyseurs de la formation de radicaux libres [306]. 

Plusieurs flavonoïdes se sont trouvés être de fort inhibiteurs des enzymes 

lipoxygénases et prostaglandines synthétase, qui convertissent les acides gras 

polyinsaturés en dérivés contenant de l’oxygène. Une telle action expliquerait leur 

intervention dans les processus d’inflammation et d’allergies [307,308]. Pour 

Baumann et al. [309], la plus grande activité contre ces deux enzymes a été trouvée 

pour la lutéoline (5,7,3’,4’-tétrahydroxyflavone) et la 3’,4’-dihyroxyflavone, à 

environ 3.10P

-5 
PM. Elles inhibent 50% de l’activité de la lipoxygénase. 

Caldwelle et al. [310] ont démontré que les flavonoïdes, avec leur grande 

absorption dans la région 300 - 400 nm, jouent un rôle de filtres pour la protection 

des chloroplastes contre les dégâts de l’UV. Cette habilité à filtrer la lumière 

renforce leur pouvoir antioxydant et fournit un haut niveau de protection contre les 

oxydants générés thermiquement ou par la lumière. 
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Certains flavonoïdes inhibent l’oxydation de l’acide ascorbique. Ce 

comportement est attribué à l’habilité des flavonoïdes à réagir comme radicaux 

libres accepteurs et aussi comme piégeurs par complexation des ions métalliques 

catalyseurs [311]. 

Letan [312] a testé l’activité antioxydante de la quercétine (3,5,7,3’,4’-

pentahydroxyflavone) par la mesure du taux de cuivre catalysant l’oxydation de 

l’acide ascorbique à 25°C. Les résultats montrent que la structure α-hydroxycétone 

de l’hétérocycle est la plus importante portion complexante (métal) de la molécule. 

Le groupe 4,4’-O-diphénolique ne montre pas de propriétés chélatantes. La 

méthylation en 4’ ou en 7 augmente la capacité complexante des dérivés  

O-méthylés de la quercétine.  

Les travaux de CLEMESTON et ANDERSEN [313] sur la protection de 

l’acide ascorbique, ont montré que les aglycones flavoniques avec des substituants 

en 3’ et 4’ du cycle B sont de bons inhibiteurs. 

Selon Das et PRASANTA [314] , l’inhibition par la quercétine de la peroxydation 

lipidique catalysée par le fer est due à la propriété antioxydante de ce flavonol, et 

pourrait agir selon le schéma de l’action pro-oxydante décrit par NAUDET [293] et 

WATERS [301] : 

ROOH  +  FeP

2+   
P→   ROP

•  
P+ OHP

+  
P+  FeP

3+
P 

FeP

3+ 
P+ ROOH   →  ROOP

• 
P+ FeP

2+ 
P+ HP

+ 

ROOP

• 
P+ QT   →   ROOH  +  QTP

•
P     (QT : quercétine) 

Depuis qu’il est reconnu que le potentiel antioxydant et inhibiteur de la 

peroxydation lipidique prédomine dans la capacité de piégeur de radicaux beaucoup 

plus que dans la chélation des métaux, le problème de la chimie des radicaux des 

aglycones flavonoïdiques est devenu une matière d’intérêt important [315]. 

L’efficacité antioxydante de groupes hydroxyles particuliers dans le squelette 

flavone est liée à leur habilité à former des radicaux libres quand un atome 

d’hydrogène est perdu. Trois groupes structuraux émergent : 
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1. La structure ortho-hydroxy dans le cycle B [307, 316, 317] : 

O

OH

OOH

OH

OH

HO

 

2. La double liaison 2,3 en conjugaison avec la fonction 4-oxo, responsable de la 

délocalisation des électrons à partir du cycle B [314] : 

O

OOH

OH

OH

HO

 

3. Les deux groupes 3- et 5-hydroxyle [316,318] : 

O

OO

OH

OH

HO

O

H

H  
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Le blocage des fonctions hydroxyles actives par méthylation crée une diminution 

dans le caractère inhibiteur des flavonoïdes [312]. Cependant, MIURA et 

NAKATANI [315] ont remarqué que ces flavonoïdes ont une activité plus élevée 

que l’-αtocophérol et est similaire au BHT pour les 5,4’-dihydroxy -7-méthoxy, 

5,4’-dihydroxy -7,3’,6’-triméthoxy- et 5,4’-dihydroxy- 7,8,3’,6’ –tétra méthoxy 

flavones. Ces résultats ainsi que ceux obtenus par CHOLBI et al. [319] pour deux 

polyméthoxy flavones naturelles, la gardénine D (5,3’-dihydroxy -6,7,8,4’-tétra 

méthoxy flavone) et la 5-diméthylnobilétine (5-hydroxy-6,7,8,3’,4’-pentaméthoxy 

flavone) sont particulièrement intéressants. Les flavones méthoxylées se 

solubilisent très bien dans les milieux biologiques, ce qui permet leur utilisation  à 

une administration In vivo plus approprié que les composés hydroxylés polaires. 

• Les acides phénoliques : Les composés acides incorporant les groupes 

phénoliques ont été impliqués à plusieurs reprises comme antioxydants actifs. 

Parmi les acides phénoliques à caractère antioxydant rencontrés dans la 

littérature, on peut citer des dérivés de l’acide cinnamique, tels que l’acide 

caféique [320], les esters de l’acide caféique comme l’acide 

chlorogénique[321,322] et l’acide ascorbique [323] (figure 10.4). 

HO

HO

O

O

OH

OH

COOH

OH

Acide chlorogénique  
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O

CH

HO

HO

O

HO CH2OH

Acide ascorbique  

Figure 10.4 : Structures de quelques acides phénoliques 

 

• Antioxydant de synthèse : Cette famille de substances est relativement limitée, 

étant donné qu’elle correspond à des corps qui sont étrangers au milieu 

biologique humain comme animal, donc biochimiquement suspects. Ces 

antioxydants, comme le tertio buthyl hydroxy toluène (BHT) et le tertiobuthyl 

hydroxy anisole (BHA), jouent un rôle capital dans l’alimentation,  

L’utilisation du BHT (figure 10.5) convient particulièrement bien à la 

stabilisation des graisses animales et des huiles végétales. Il contribue 

indirectement à la conservation de la valeur nutritive des protéines, et à la 

stabilité des autres éléments vitaux, tels que les vitamines A et E [324]. Le BHA 

existe sous forme de mélange de deux isomères de position, le 2-tertiobuthyl 4-

hydroxyanisole et la 3-tertiobuthyl - 4-hydroxyanisole (figure 10.5) [399]. Le 

BHA est efficace dans les graisses animales, mais il est moins efficace que le 

BHT dans les huiles végétales. Il résiste bien aux températures rencontrées dans 

les aliments cuits ou frits et c’est un des produits les plus remarquables pour 

préserver le transfert des propriétés de l’huile végétale de cuisson, à l’aliment frit 

[324]. 

• Les gallates de propyle, octyle et dodécyle : L’activité antioxydante de l’acide 

gallique est connue depuis longtemps. Il constitue en effet l’un des composants 

conférant au clou de girofle ses propriétés antioxydantes [325]. 
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Les gallates de pyrole, d’octyle et de dédocyle (figure 10.5) stabilisent bien les 

graisses animales, et en synergie avec le BHA, protègent les huiles végétales 

[299]. 

• La tertiobutylhydroquinone (TBHQ) : L’efficacité de la TBHQ (figure 3.5) est 

similaire à celle du mélange BHT/BHA dans les graisses animales. Elle est plus 

efficace dans les huiles végétales. La TBHQ est le meilleur antioxydant pour la 

protection des huiles de friture [289]. Elle est cependant généralement utilisée 

pour les huiles brutes, pendant le stockage et le transport avant raffinage [324]. 

 

OH

C(CH3)3

OCH3

OH

OCH3
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Figure 10.5   : Quelques antioxydants de synthèse 
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10.4. Les principales méthodes d’évaluation de l’activité antioxydante  

Les techniques permettant de déterminer l’activité antioxydante d’un composé ou d’un 

ensemble de composés sont basées sur la mesure de l’oxydation des lipides. L’activité 

antioxydante (AAO) peut être définie comme une capacité de protection contre 

l’oxydation. Dans le domaine de la lipochimie, cette notion est souvent assimilée à la 

défense anti-radicalaire. En effet, l’altération des lipides est un phénomène mettant en 

jeu des radicaux libres. Cela aboutit à la création de divers produits dont certains 

modifient sensiblement les qualités des corps gras. 

L’oxydation des lipides est aujourd’hui bien connue. Pour son utilisation se pose le 

problème de la protection de ses produits et donc d’évaluation de cette protection. Pour 

cela l’analyste doit faire appel à diverses méthodes d’évaluation de l’AAO. On ne peut 

pas déterminer directement Cette activité. En fait, on mesure l’oxydation, puis l’AAO 

est déduite par rapport à un témoin. Le problème consiste donc à choisir un test 

spécifique de ce que l’on veut mettre en évidence et que les informations de ce dernier 

soient corrélées par d’autres observations (ranceur, odeur, ou résultat d’autres tests). 

L’AAO ne résulte pas seulement d’une activité anti-radicalaire mais également d’une 

capacité à empêcher l’action de substances pro-oxydantes. On trouve ainsi des agents 

purement anti-radicalaire (BHA, BHT) purement séquestrant (érythrorbate de sodium, 

dérivés de l’acide citrique) ou des produits dont le mode d’action peut être mixte 

(flavonoïdes).  

A la vue de ces éléments, nous pouvons donc poser une classification des tests d’activité 

antioxydante en plusieurs catégories : 

• Méthodes mettant en évidence l’activité antiradicalaire. 

• Méthodes spécifiques aux premiers stades de l’oxydation. 

• Méthodes propres aux produits secondaires. 

• Méthodes indirectes. 
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10.4.1. Méthodes de dosage de l’activité antiradicalaires  

Il existe plusieurs techniques qui permettent de mettre en évidence des activités 

antiradicalaires spécifiques. 

Une méthode d’observation des plus intéressantes est la résonance paramagnétique 

électronique (RPE) [326-328] couplée à la capture des radicaux (Spin Trapping) [329], 

cette technique permet de tester l’activité antiradicalaire de différents antioxydants. Elle 

n’est pas caractéristique d’une espèce radicalaire particulière, ce qui en fait un outil de 

choix dans le cadre d’une approche biologique du thème [330,331]. Il est possible 

d’utiliser une grande variété de générateurs de radicaux libres. Ce procédé est corrélé 

par d’autres méthodes [332], mais exige des installations lourdes, ce qui est un handicap 

pour l’utiliser en routine. 

La chimioluminescence est utilisée pour mettre en évidence l’oxygène singulet [330], le 

radical superoxyle [333], ou la décomposition des hydroperoxydes [334-336]. Cette 

technique est une des rares permettant de mettre en évidence les stress oxydatif 

cellulaire. Le dosage peut être indirect. On utilise alors du luminol qui génère une 

luminescence à 430 nm. la sensibilité de ce type de test est de l’ordre de 10P

-2
P mol/l 

[337,338]. 

De nombreux tests prennent des enzymes comme générateur radicalaire. La méthode 

dite au pyrogallol utilise la superoxyde dismutase (SOD) pour transformer l’anion 

superoxyde en eau oxygénée. Le principe du dosage est basé sur la compétition entre la 

réaction d’oxydation du pyrogallol par le radical superoxyle et sa dismutation par la 

SOD. On peut utiliser la xanthine oxydase pour générer de l’eau oxygénée qui produira 

des radicaux libres par l’intermédiaire d’un système de fenton (sel métallique, eau 

oxygénée): l’antioxydant testé inhibe la réaction proportionnellement à sa concentration 

[339]. Une des méthodes les plus en vogue actuellement est celle dite au DPPH (di-

phényl-picryl-hydrazine) [198]. L’engouement pour cette technique est dû 

principalement à sa rapidité de mise en œuvre. Le DPPH capte un radical non 

peroxydique pour former une espèce stable qui absorbe à 530 nm (figure 10.6) [340]. 
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Figure 10.6   : Action du radical DPPH 

 

Une autre méthode d’évaluation de l’AOO, celle de MILLER et RICE-EVAN [341], est 

basée sur la diminution de l’absorbance d’un radical cation stable ABTSP

•+
P en présence 

d’une solution antioxydante . 

 

10.4.2. Méthodes spécifiques aux premiers stades de l’oxydation  

Il convient de réserver au sein de cette partie une place particulière aux mesures 

iodomètriques (indice de peroxyde). Ces dernières sont basées sur la réduction des 

hydroperoxydes par l’ion iodure selon la réaction : 

ROOH  +  2HP

+  
P+  2IP

-    
P→    ROH  +  HB2BO  +  IB2B 

L’iode formé est dosé en suite par titrimétrie spectrophotométrie ou colorimétrie. Ces 

méthodes sont considérées comme empiriques, car de nombreux facteurs peuvent 

perturber la mesure : l’addition de l’iode aux doubles liaisons des acides gras, la 

réactivité de l’oxygène dissout dans le milieu, même l’intervention de 

l’expérimentateur. Mais toutes ces difficultés ont pu être appréhendées dans le cadre de 
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normalisation de la méthode (AFNOR 60220, IUPAC2 501, AOCS cd 8-53). L’unité de 

mesure de l’indice de peroxyde est exprimée en µg d’oxygène actif par g de corps gras. 

Le dosage s’effectue généralement en milieu acide acétique-chloroforme, mais l’AOCS 

conseille de remplacer le solvant chloré par l’iso-octane pour des raisons de toxicité 

évidentes. Des protocoles dérivés ont été mis au point pour les faibles indices de 

peroxydes [341], pour étendre la mesure aux diallyls et aux dicuményls peroxydes [342] 

ou par spectrométrie [343,344]. 

Les hydroperoxydes peuvent également être dosés selon la méthode dite au thiocynate 

de fer. La mesure est basée sur la réduction du thiocyanate ferreux en thiocyanate 

ferrique qui absorbe à 520 nm. La technique est donnée comme plus sensible que 

l’indice de peroxyde [345]. 

Il existe d’autres procédés permettant d’appréhender une AAO via la réactivité des 

péroxydes lipidiques. On retrouve parmi eux  les méthodes au β - carotène et au dimère 

de sésamol [346-348]. Ces tests se déroulent en émulsion et se basant sur la 

décoloration des chromophores en fonction du temps. La mesure s’effectue par 

colorimétrie. Le β-carotène est également utilisé en tant que révélateur d’AAO pour la 

chromatographie en couche mince. 

La formation de la fonction hydroperoxyde entraîne pour les acides gras poly-insaturés 

une migration d’une double liaison, créant ainsi une conjugaison qui absorbe à 230 nm. 

Le dosage des diènes conjugués a fait l’objet d’une normalisation AFNOR 60223 et 

IUPAC 2.505. L’expérimentateur travaille généralement avec des traces d’un agent 

peroxydant [349,350]. 

De plus en plus fréquemment, les auteurs décrivent la structure des peroxydes formés. 

Cela a été rendu possible par le développement des méthodologies de chromatographie 

liquide haute performance (CLHP) [351-354]. Les mesures sont possibles avec un 

détecteur UV à 220 nm, ou avec un détecteur électrochimique ou un détecteur de 

luminescence. Cette technique est extrêmement sensible et demande très peu de corps 

gras. 

L’infra rouge à transformée de Fourier (IRFT) a déjà été utilisé pour visualiser les 

hydroperoxydes. Des chercheurs ont obtenu une très bonne corrélation entre ce procédé 
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et l’indice de peroxyde obtenu par voie traditionnelle pour tous les échantillons d’huiles 

végétales testées [355,356]. Cette méthode permet également de mettre en évidence les 

phénomènes de dégradation lipidique. 

Chacune de ces méthodes permet de déduire par rapport à un témoin l’AAO d’un 

produit. Mais la formation de ces produits d’oxydation primaire que sont les 

hydroperoxydes ne présage en rien l’évolution ultérieure de l’échantillon testé. De 

même, ce ne sont pas ces composés proprement dits qui sont responsables des 

caractéristiques organoleptiques (odeur, flaveur,…) du produit et qui justifient l’ajout en 

amont d’un antioxydant. Ces caractéristiques organoleptiques sont liées à la formation 

des produits secondaires. Il convient donc d’appréhender l’AAO vis à vis de ces 

composés. 

 

10.4.3. Méthodes propres aux produits secondaires  

Comme nous venons de le voir, l’IRTF peut servir à déduire une AAO en permettant de 

visualiser les produits secondaires. Les premiers essais ont été réalisés très tôt [357].  

On peut estimer que la technique arrive aujourd’hui à la maturité car bien plus sensible 

qu’auparavant [358]. 

Les produits secondaires qui résultent de l’oxydation comportent très souvent une 

fonction carbonyle. La méthodologie la plus logique consiste donc à essayer de doser 

ces derniers. Pour cela, il existe divers tests dont celui à la dinitro-phényl-hydrazine 

(DNPH). La mesure s’effectue par colorimétrie à 430 nm [359]. L’indice de para-

anisidine est une autre technique permettant d’arriver au même résultat. Ce procédé 

permet le dosage à 350 nm des produits de réaction avec para-anisidine [360]. Cette 

méthode a fait l’objet d’une normalisation ISO 6885, IUPAC 2.504. 

La méthode la plus utilisée actuellement permettant de doser les produits secondaires est 

celle à l’acide thiobarbiturique (TBA). Elle permet de doser le malondialdehyde (MDA) 

grâce à la réaction décrite dans la figure 10.7 : 
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Figure 10.7 : Réaction entre l’acide thiobarbiturique et le malondialdéhyde 

 

Il existe malheureusement de nombreux produits qui réagissent avec le TBA [361]. De 

ce fait, un test de distinction entre le MDA et les substances réactives au TBA (TBARS) 

est nécessaire. De nombreuses variantes de ce test ont été mises au point afin de 

minimiser la part des artéfacts dans les résultats [362,363]. Le TBA peut être remplacé 

par un autre réactif. Ainsi, le 2-phényl-N-méthyl-indol réagit avec la MDA pour former 

un complexe qui absorbe à 587 nm, ou avec les aldéhydes conjugués pour former un 

chromophore. 

Une autre méthode, basée sur la fluométrie, permet de différencier le MDA des autres 

composés aldéhydiques. L’émission de fluorescence est suivie à 405 et 470 nm et 

permet d’avoir une bonne sensibilité [364,365]. Pour essayer de doser une catégorie de 

produits particuliers, ici les époxydes, on peut utiliser divers procédés dont un normalisé 

(AOCS cd 9-57). L’acide picrique a été un des premiers réactifs utilisés à cette fin. 

C’est un bon chromophore qui permet de doser des teneurs inférieures à 0.1% 

[366,367]. Aujourd’hui, les techniques ont gagné en sensibilité au point de pouvoir 

doser les différents isomères [368,369]. Une limite est toutefois à apporter : les 

époxydes s’ouvrent en milieu acides et l’on voit donc que cette catégorie de tests sera 

dans certains cas inapplicable. 
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La chromatographie en phase gazeuse (CPG) est une méthode assez complète. Elle 

permet de quantifier la formation des différents produits secondaires, ainsi que la 

disparition des acides gras. Cette technique permet donc d’appréhender en plus un 

aspect cinétique des dégradations [370-372]. 

L’avantage évident est la possibilité d’effectuer des couplages avec la spectrométrie de 

masse (SM) ou avec l’IRFT. 

10.4.4. Méthodes indirectes  

Nous citons ici trois méthodes uniquement. La première est basée sur la consommation 

d’oxygène [373]. L’échantillon est maintenu sous pression constante d’oxygène et l’on 

peut on déduire la vitesse d’oxydation des corps gras. La deuxième permet de mesurer 

la perte en acides gras poly-insaturés (AGPI) [350]. La limite évidente de cette 

technique est contenue dans son nom : un corps gras pauvre en AGPI sera peu pratique 

à utiliser avec ce type d’analyse. La troisième met en évidence l’augmentation de masse 

de l’échantillon, grâce à une pesée, qui est associée à l’oxydation. Dans le cas d’une 

mesure d’AAO, cette méthode permet d’obtenir une variable similaire au temps 

d’induction [374,375]. 
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CHAPITRE 11 

RESULATS DES ANALYSES DES PHENOLS 

 
 

 

 

 

11.1. Introduction 

La réalisation de tests préliminaires a eu pour but d’orienter les recherches chimiques 

en déterminant la présence ou l’absence de grands groupes de métabolites secondaires 

connus pour des activités biologiques divers. Ces tests ne sont qu’à titre indicatif et n’ont 

aucun cas de valeur quantitative même si pour certains, l’apparition d’un précipité plutôt 

qu’un  trouble permet de fixer un ordre de grandeur. 

Notre attention s’est portée sur les polyphénols (flavonoïdes, tannins, quinones). 

 

11.2. Tests préliminaires 

Selon les molécules recherchées, des tests ont été réalisés soit directement à partir de 

la poudre végétale, soit à partir d’une décoction de celle-ci.  

 

11.2.1. Recherche de Tanins [376] 

La mise en évidence des tanins est basée sur la coloration qu’ils donnent avec une 

solution de perchlorure de fer à 1%. Les tanins galliques et ellagiques  donnant des 

colorations et des précipités bleus/noirs et les tanins condensés des précipités 

bruns/verdâtres. 

Dans un tube à hémolyse contenant quelques millilitres de la décoction, nous versons 

quelques gouttes de perchlorure de fer et on note la coloration. 
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11.2.2. Recherche de flavonoides [376] 

Nous préparons deux tubes à essais contenant chacun 5 mL de décoction, dans l’un 

d’eux nous ajoutons quelques gouttes d’une solution d’acide chlorhydrique pur, l’autre 

servant de témoin pour la comparaison. 

La réaction est positive si l’on obtient une coloration rouge. Nous adoptons la 

notation + à +++ en fonction de l’intensité de la coloration caractérisant une présence plus 

ou moins importante de flavonoïdes.  

 

11.2.3. Recherche de quinones [377] 

Ce test est réalisé en parallèle sur la décoction et sur la poudre végétale. 

Nous préparons deux tubes à hémolyse contenant quelques millilitres de la décoction 

et nous introduisons dans l’un d’eux quelques gouttes d’une solution de potasse (KOH) à 

4%. 

Dans un bêcher contenant 2g de poudre végétale, nous ajoutons 4 à 5 gouttes d’acide 

chlorhydrique à 5% pour l’humidifier et on attend 3 minutes. Nous ajoutons alors 20 mL 

d’éther éthylique, puis nous attendons de nouveau 2 heures. Nous filtrons ensuite la 

solution  

Quelques gouttes du filtrat sont déposées dans deux verres à montre. Dans l’un d’eux, nous 

ajoutons quelques gouttes d’une solution de potasse à 4%. 

Dans les deux cas, la présence de quinones est caractérisée par l’apparition d’une 

coloration rouge.  

 

11.2.4. Résultats  

L’ensemble des résultats obtenus au cours de ces tests chimiques préliminaire est 

montré dans le tableau 11.1. Il apparaît très clairement que les différentes parties de 
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Pistachier de l’Atlas sont en possession d’une grande quantité de polyphénols et en 

particulier des tanins qui semblent occuper une place importante dans les métabolites 

secondaires dans les gales et feuilles. 

Il en est de même pour les flavonoïdes qui semblent être plus abondants chez les 

fruits et le champignon de Pistachier de l’Atlas. Les quinones enfin sont toujours absentes 

au niveau de toutes les quatre parties de l’arbre. 

Tableau 11.1 : Synthèse des résultats des tests chimiques concernant les polyphénols 

Parties de l’arbre Tanins Flavonoides Quinones 

Fruits + ++++ - 

Feuilles +++ + - 

Gales ++++ - - 

Champignon - ++++ - 

 

11.3. Méthodes d’extraction des polyphénols 

Les méthodes d’extraction habituellement utilisées mettent en jeu la macération ou la 

percolation à froid ou à chaud. 

La première consiste à faire macérer le matériel végétal pulvérisé dans un solvant, 

chaud ou froid sous agitation. Après filtration, le solvant est renouvelé plusieurs fois 

jusqu’à épuisement du végétal. 

La percolation consiste à faire passer lentement un solvant à travers une couche de 

substance végétale pulvérisée. 

Pour ces techniques, l’avancement et l’efficacité de l’extraction sont généralement 

contrôlés par chromatographie sur couche mince qui constitue une méthode simple et 

rapide d’évaluation des extraits obtenus. 

Le choix du solvant d’extraction est fonction du type de constituants que l’on veut 

extraire. Trois démarches sont possibles : 
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• Utiliser un solvant dans le quel la substance active est totalement insoluble. On 

élimine de cette manière tous les autres constituants solubles dans ce solvant.  

• Utiliser un solvant dans lequel la substance active est faiblement soluble. Dans ce 

cas, la substance active est extraite à chaud. Elle est récupérée par précipitation en 

refroidissant la solution obtenue. 

• Utiliser un solvant dans le quel la substance active est très soluble. De cette 

manière, on récupère directement la substance active par évaporation du solvant. 

Le pouvoir extractif d’un solvant est fonction de sa polarité. Les solvants polaires sont 

en général les plus utilisés dans l’extraction des végétaux. Ceci s’explique par le fait que 

les plantes renferment une grande quantité d’eau et que les principes actifs des végétaux 

sont hydrosolubles. 

A partir de ces considérations, nous avons recherché les techniques d’extraction 

utilisées dans la littérature, plus particulièrement pour l’extraction des antioxydants 

phénoliques. La majorité de ces composés étant de nature polaire. Ils sont extraits avec des 

solvants polaires. 

 

11.3.1. Méthodes utilisées 

Ces méthodes sont consacrées à la mise au point d’une méthode permettant d’extraire 

et de doser les différentes parties de la plante en polyphénols totaux, afin d’une part de 

pouvoir les classer suivant leur activité antioxydante, et d’autre part de découvrir des 

propriétés biologiques des extraits ou des molécules isolées.  

Tous utilisent des extraits préparés à partir de la poudre végétale, c’est pourquoi dans 

un premier temps deux types d’extraits bruts ont été préparés, à savoir un extrait au 

méthanol et un extrait à l’acétone. La raison de choix de ces deux solvants est de couvrir 

une large gamme de polarité dans le cadre d’un criblage préliminaire. Par la suite les 

extraits obtenus ont été étudiés dans divers domaines. 
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Nos études ont été surtout guidées par trois idées majeures suivantes : 

• La quantification de nos extraits en pholyphénols totaux par une simple méthode 

basée sur la spectrométrie UV-Visible.  

• Dans l’optique de découvrir de nouvelles molécules possédant une activité 

antioxydante pour lutter contre les radicaux libres responsables de la dégradation 

des cellules vivantes, nos extraits ont été testés pour leur effet antioxydant dans des 

systèmes models. 

• Le domaine de la nutrition est en permanence à la recherche de molécules pour 

luter contre les effets de la détoxication, c’est la raison pour laquelle nos extraits 

ont été testés pour leur éventuelle capacité inhibitrice à l’encontre d’une enzyme : 

la carboxylesterase. 

Compte tenu de nos objectifs que nous nous sommes fixé, la démarche expérimentale 

que nous avons adopté est de mettre au point une technique d’extraction des différentes 

parties étudiées permettant de procéder en suite à la fois à un dosage quantitatif de 

l’activité antioxydante des extraits et à un isolement des composés responsables de cette 

activité. 

Dans un premier temps nous testons deux méthodes d’extraction pour la quantification 

des phénols totaux. Dans un second temps, nous décrivons les différents moyens 

d’évaluation de l’activité antioxydante. 

La complexité des mélanges d’extraits, nous amène à mettre au point une méthode 

d’extraction simple pour l’extraction des polyphénols. 

Enfin, nous isolons et nous purifions les composés phénoliques responsables à cette 

activité antioxydante. 

Pour évaluer l’efficacité de chacune des parties étudiées de l’arbre, nous avons  

appliqué un protocole identique d’extraction par deux solvants différents, et de dosage des 

phénols totaux ainsi le dosage de l’activité antioxydante pour chacun des extraits des 

parties étudiées. 
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Nous avons utilisé deux solvants de polarités différentes, à savoir le méthanol et 

l’acétone. A partir d’une quantité de 2 g de la matière végétale mise en contact avec 50 mL 

de méthanol. La même opération est faite avec l’acétone. Après évaporation des solvants, 

nous avons obtenu des rendements d’extraction différents. De même nous avons quantifié 

les polyphénols totaux dans chaque extrait, et déterminé leurs pouvoirs antioxydants.  

Les résultats obtenus sont consignés dans le tableau 11.2. 

Tableau 11.2 : Rendements des extraits et taux des polyphénols totaux 

Méthanol Acétone 

Partie de la 

plante 
Rendement 

d’extraction 

(%) 

Phénols 

totaux 

(mg/g) 

TEAC 

(mM) 

Rendement 

d’extraction 

(%) 

Phénols 

totaux 

(mg/g) 

TEAC 

(mM) 

Fruits 11,20 40,10 98,90 02,40 30,07 55,41 

Feuilles 36,50 180,40 387,60 13,80 60,15 258,26 

Gales 43,50 100,00 382,90 03,00 20,05 77,02 

Champignon 19,50 100,25 114 ,50 09,50 80,20 95,22 

 

On remarque d’après les données du tableau précédent que le rendement des extraits 

en utilisant le méthanol comme solvant sont plus importants qu’en utilisant comme solvant 

de l’acétone. Ce résultat exprime ainsi la bonne capacité du méthanol à faire extraire les 

composés phénoliques ce qui est d’ailleurs confirmé d’autre part par la quantification des 

polyphénols totaux. 

Les résultats sont présentés dans le tableau 11.2 où figurent, d’une part les 

pourcentages pondéraux d’extraits obtenus lors de l’extraction par chacun des deux 

solvants utilisés, et d’autre part les résultats concernant la quantité des phénols totaux ainsi 

que l’activité antioxydante, exprimée en TEAC (Trolox Equivalent Antioxydant 

Capacity=capacité antioxydante équivalente en Trolox). Le TEAC définie comme étant la 
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concentration millimolaire d’une solution de Trolox possédant la capacité antioxydante 

équivalente à une solution 1,0 mM de la substance étudiée. 

La valeur de TEAC la plus élevée correspond à l’activité antioxydante la plus 

importante. 

 
Les résultats obtenus pour chacune des parties varient dans le même sens, ce qui 

montre que ces parties se comportent de la même manière quelque soit le type du solvant 

utilisé pour l’extraction. 

Les pourcentages d’extraits méthanoliques sont, dans tous les cas plus importants 

que les extraits acétoniques. Les valeurs atteintes sont très variables selon les parties. En 

effet on peut observer que les gales contiennent 43,5% d’extrait méthanolique et 3% 

d’extrait acétonique seulement. De même, les feuilles renferment 36,5% d’extrait 

méthanolique et 13,8% d’extrait acétonique. Il faut aussi remarquer que les pourcentages 

des extraits méthanoliques dans les fruits et le champignon sont moins faibles par rapport 

aux gales et feuilles. Les valeurs sont de 11,2% et 19,20% respectivement. 

D’autre part, si l’on s’intéresse aux teneurs en phénols totaux et aux valeurs des 

TEAC pour chacune des parties, nous constatons que celles-ci sont nettement plus élevées 

lorsque l’extraction est réalisée par le méthanol. Nous constatons aussi que la teneur en 

phénols totaux est très variable d’un extrait à l’autre. Pour les extraits acétoniques les 

valeurs sont comprises entre 20,05 et 80,20 mg/g pour les gales et champignon 

respectivement. Par ailleurs, pour les extraits méthanoliques, les valeurs sont comprises 

entre 40,10 mg/g pour les fruits et 180,40mg/g pour les l’extrait de feuille. 

Dans le même sens, les valeurs du coefficient d’activité antioxydante (TEAC) pour 

les extraits méthanoliques sont comprises entre 98,9 mM pour l’extrait du fruit et 387,58m 

M pour l’extrait de feuille, tandis que ces valeurs atteint 55,41 mM et 258,26 mM dans les 

extraits acétoniques des fruits et feuilles respectivement. 

En conclusion, nous pouvons dire que les extraits méthanoliques présentent les 

valeurs les plus élevées des pourcentages d’extraction, des quantités en phénols totaux et 

des activités antioxydantes que celles des extraits acétoniques.  
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Il semble donc raisonnable de penser que les composés antioxydants ont une 

structure phénolique, ce qui se traduit par une activité antioxydante plus forte que celle des 

extraits acétoniques déterminé dans les mêmes conditions de dosage. 

Si l’on réfère à la littérature, il s’avère que la plupart des auteurs travaillent à partir 

de matériel végétal sec, en utilisant des solvants polaires. Dans notre cas, nous nous 

sommes orienté vers une méthode d’extraction basée sur la macération d’un solvant polaire 

à froid sur le végétal préalablement séché et broyé. 

Suite aux résultats obtenus précédemment, nous avons opté comme solvant un 

mélange de système méthanol:eau. L’ajout de l’eau va renforcer la capacité du méthanol à 

extraire plus les composés phénoliques. 

Pour ce faire, une quantité bien déterminée de végétal sèche est introduite dans un 

Erlen Meyer, puis mélanger avec un volume bien déterminé d’un mélange méthanol:eau de 

proportion (80/20 V/V). Après filtration et évaporation du méthanol, l’extrait aqueux est 

dépigmenté (élimination des lipides, pigments, chlorophylles) par de l’éther de pétrole. 

Les polyphénols sont extraits après par l’acétate d’éthyle en présence des solutions 

aqueuses de sulfates d’ammonium à 20% et d’acide orthophosphorique à2%. 

Le protocole d’extraction et de dosage utilisé dans ces essais ainsi que la méthode de 

détermination de l’activité antioxydante sont décrits dans la partie expérimentale. L’extrait 

est ensuite débarrassé du solvant par évaporation à pression réduite, puis pesé et ensuite 

récupéré dans le méthanol. Il est enfin conservé au réfrigérateur pour des éventuels tests et 

analyses. Les résultats obtenus pour chaque extrait sont regroupés dans le tableau 11.3. 

Tableau 11.3 : Pourcentage des extraits et aspects 

 Pourcentage d’extrait aspect 

Fruits 10,20 Poudre pâteuse jaune 

Feuilles 38,40 Poudre marron 

Gales 27,20 Poudre marron 

Champignon 18,20 Poudre rouge 
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Les pourcentages pondéraux des extraits d’acétate d’éthyle sont très proches que 

celui obtenus lors de l’extraction par macération directe et à froid avec le méthanol, sauf 

pour les deux extraits des gales où l’on constate une très grande différence entre les valeurs 

des pourcentages des extraits (43,20% dans le cas où l’extraction est réalisé directement 

par le méthanol (tableau 11.2) contre 27,20% dans le cas de la méthode adoptée). Ces 

résultats ne sont pas surprenant compte tenu du fait que dans le cas où l’extraction est 

réalisée avec le mélange méthanol:eau, les phénols  de  poids moléculaires faibles et 

moyens sont extractibles de la solution aqueuse par de l’acétate d’éthyle et qu’une quantité 

importante d’autres phénols, comme les tanins de poids moléculaires élevés, restent 

solubles dans la phase aqueuse. En effet, les tests préliminaires nous ont montré que les 

gales sont riches en tanins. 

 

11.4. Quantification des composés phénoliques  

Cette analyse permet d’avoir une estimation sur la teneur en phénols totaux de 

l’échantillon. Le dosage des phénols totaux a été effectué par une méthode adaptée de 

Singleton et Ross en utilsant le réactif de FOLIN-SIOCALTEU [378], tandis que les 

flavonoïdes ont été quantifiés par le dosage direct par le trichlorure d’aluminium d’après 

une méthode adaptée de LAMAISON et CARNAT [379]. 

11.4.1. Dosage des phénols totaux 

Le dosage est réalisé selon la méthode citée avant, en utilisant le réactif de FOLIN. 

Le réactif est formé d’acide phosphomolybdique HB3BPMoB12BOB4B et d’acide 

phosphotungstique HB3BPWB12BOB40 Bqui sont réduits par l’oxydation des phénols en oxydes 

bleus de tungstène WB8BOB23 Bet de molybdène MoB8BOB3B. 

A partir d’un échantillon étalon d’acide gallique exprimé en g/l, nous avons tracé une 

courbe d’étalonnage donnant l’intensité de la densité optique à une longueur d’onde de 755 

nm en fonction de la concentration en phénols (g/l). Les résultats obtenus sont regroupés 

dans le tableau 11.4. 
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11.4.2. Estimation de la teneur en flavonoides  

Le trichlorure d’aluminium forme un complexe très stable avec les groupements 

hydroxyles OH des phénols. Ce complexe jaune absorbe la lumière visible à une longueur 

d’onde de 430 nm. Les valeurs des teneurs en flavonoïdes dans les extraits des différentes 

parties étudiées sont consignées aussi dans le tableau 11.4. 

 

Tableau 11.4. Teneur en phénols et en flavonoïdes des extraits 

Partie de la 

plante 

Teneur en phénols totaux 

(mg /g) 

Teneur en flavonoïdes 

(mg /g) 

TEAC  

(mM) 

Fruits 23,48 21,48 383,00 

Feuilles jaunes 122,50 13,80 660,76 

Gales 113,70 9,00 641,92 

Feuilles vertes 112,10 11,55 631,01 

Champignons 54,77 50,10 320,00 

 

D’après les résultats du tableau 11.4, nous constatons que les teneurs en phénols 

totaux et flavonoïdes sont très variables d’un extrait à l’autre. Pour les phénols totaux, les 

valeurs s’étalent de 23,5mg/g dans l’extrait des fruits jusqu’à 122,50 mg/g dans l’extrait 

des feuilles. En revanche, pour les teneurs en flavonoïde, on remarque que les valeurs sont 

comprises entre 9,0 mg/g dans l’extrait des gales et 50,10 mg/g dans l’extrait de 

champignon. 

Dans les extraits des fruits et de champignon, on remarque que les teneurs en 

flavonoïdes sont très proches des valeurs à celles des phénols totaux, ce qui indique que 

presque tous les phénols existants dans ces deux parties possèdent des structures 

flavonodiques. Par contre, dans les extraits des feuilles et gales et feuilles on remarque que 

la majorité des phénols présents ne sont pas des flavonoïdes. Ces résultats reflètent bien la 

pauvreté des gales et feuilles de Pistachier de l’Atlas en flavonoïdes par rapport aux autres 
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parties fruits et champignon et que les flavonoïdes ne représentent que 10% des phénols 

totaux dans les gales et feuilles. 

Enfin de compte, nous pouvons conclure que les parties étudiées de l’arbre de 

Pistachier de l’Atlas sont des sources prometteuses en composés phénoliques en 

particuliers les gales et les feuilles et que les flavonoïdes englobent une partie majoritaire 

des phénols totaux dans les fruits et champignon au contraire des gales et feuilles ou les 

flavonoïdes sont très minoritaires environ 10% de la totalité des phénols.  

Egalement, les parties étudiées de l’arbre de Pistachier de l’Atlas sont riches en 

substances phénoliques en particuliers les feuilles et les gales. Les flavonoïdes constituent 

une partie très importante de phénols totaux des fruits et de champignon et une teneur 

moins importante dans les gales et les feuilles. 

 

11.5. Séparation et identification des composés phénoliques dans les extraits par CLHP 

Nous avons essayé de séparer les composés phénoliques des quatre extraits par 

chromatographie liquide à haute performance (CLHP). L’analyse a été effectuée sur un 

chromatographe WATERS équipé d’une colonne apolaire de type RP-18 et un détecteur à 

barrettes dediode. Deux mélanges de solvants ont été utilisés pour l’élution. Le débit est de  

1 mL/mn et la température du four est de 30°C. La détection a été effectuée entre 200 et 

800 nm.  

Les résultats obtenus sont regroupés dans le tableau 11.5. La détermination des 

caractéristiques spectrales des pics chromatographiques fournis par le détecteur nous a 

permis de déduire seulement la nature des composés phénoliques existants dans les extraits 

et de les classer sous trois familles de phénols, à savoir : les phénols de dérivés 

hydroxybenzoïques, hydroxycinnamiques et les flavonoïdes. 
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Tableau 11.5 : Résultats de l’analyse CLHP des extraits phénoliques 

Longueur d’onde, nm % relatif 
Extrait 

Nombre 

de pics 280 320 240 – 260 et 340-380 F HC HB 

Fruits 11 3 1 7 95 <1 5 

Feuilles 11 7 1 3 8 <1 92 

Gales 10 9 -- 1 2 -- 98 

Champignon 05 1 1 3 99 1 -- 

  F : Flavonoïdes      HC : Phénols dérivés hydocinnamiques        HB : Phénols dérivés benzoïques  

En se basant sur les spectres UV/Visible de chaque composé séparé par CLHP nous 

avons pu regrouper les composés phénoliques de chaque extraits en deux groupes de 

phénols : phénols de dérivés hyroxybenzoïques qui sont caractérisées par la longueur 

d’onde 280 nm et les flavonoïdes qui absorbent à deux longueurs d’ondes 250 et 350 nm.  

Onze pics sont détectés dans l’extrait des fruits, parmi eux, deux pics montrent des 

spectres UV indiquant l’existence de deux composés phénoliques de dérivés 

hydroxybenzoïques. Le reste possède des spectres UV caractéristiques des flavonoïdes. Il 

est important de noter que parmi ces flavonoïdes un pic est majoritaire dont la composition 

relative est de 65%, absorbant à deux longueurs d’onde 248 et 348 nm.   

Par ailleurs, si les pourcentages relatifs des produits séparés par CLHP des extraits 

feuilles et gales sont différents, leurs profils chromatographiques sont en revanche 

pratiquement semblables. Les spectres UV de la majorité des produits séparés indiquent 

que les composés phénoliques sont de dérivés hydroxybenzoïques. 

En adoptant la méthode de Lamaison, la quantification des flavonoïdes dans l’extrait 

de champignon s’est avérée la même que celle des phénols totaux. Ce résultat n’a pas été 

toutefois confirmé par les spectres UV/Visible. En effet, les longueurs d’ondes 

d’absorption des trois produits majoritaires de l’extrait de champignon (tableau 11.6) 

absorbent à des longueurs d’onde de 260 et 373 nm qui ne sont pas des spectres 

caractéristiques des flavonoïdes et qui sont, à notre avis, caractéristiques d’autres produits 
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de structure phénolique d’insaturation importante. Ces trois produits diffèrent par leurs 

pourcentages relatifs globaux dans l’extrait dont l’un est majoritaire avec un taux de 68%.  

Eu égard au résultats obtenus, nous constatons que les résultats qualitatifs obtenus 

par les méthodes colorimétriques utilisées pour le dosage des phénols totaux et des 

flavonoïdes sont en corrélation avec ceux de l’analyse par CLHP pour les extraits des fruits 

et feuilles et gales. Pour les extraits de champignon, nous ne pouvons confirmer cette 

similitude.    

Les extraits analysés contiennent des teneurs importantes en composés phénoliques, 

ce qui nous incite à les isoler pour permettre leur identification. Ces étapes seront abordées 

par la suite. 

 

11.6.  Méthode d’évaluation de l’activité anti-oxydante 

Les méthodes utilisées pour déterminer l’activité anti-oxydante des composés purs 

ou des extraits sont relativement peu nombreuses et font généralement intervenir la 

coloration ou la décoloration d’un réactif spécifique en présence et en absence de l’anti-

oxydant. 

 

11.6.1. Evaluation qualitative de l’activité anti-oxydante par test chimique  

Afin dévaluer l’activité anti-oxydante de nos extraits, nous avons utilisé dans notre 

travail une méthode basée sur la réaction entre un radical cationique stable                et les 

extraits anti-oxydants (réaction initialement proposée par CATHERINE RICE et al.) [380].  

La décoloration du radical  ABTS   est mesurée à 734 nm par spectrophotométrie à 

intervalle de temps régulier en présence et en absence des extraits anti-oxydants. 

La diminution de la densité optique du mélange sera donc d’autant plus vite que 

l’anti-oxydant sera plus efficace. 

En mesurant la densité optique de nos échantillons chaque minute, nous obtenons les 

profils des densités optiques en fonction du temps représentés dans la figure 11.1. 

ABTS + 

+ 
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Les essais nous ont permis d’estimer le temps total de l’expérience à 5 mn, temps au 

bout duquel on ne note plus d’évolution significative de la valeur de la densité optique. 

Les courbes obtenues sont tout à fait régulières et il est possible de classer sans 

ambiguïté les extraits selon leur activité anti-oxydante.  

Sur la figure 11.1 sont représentées les courbes de la variation de la densité optique 

du radical         seul et avec les extraits phénoliques des différentes parties étudiées. 

D’après ces courbes, on remarque que la chute de la densité optique du radical après une 

minute de contact avec ces extraits anti-oxydants est très importante et surtout pour les 

extraits des feuilles et gales.  

En se basant sur la chute de la densité optique du radical               , on peut classer 

nos échantillons suivant leur activité anti-oxydante dans l’ordre suivant : 

feuilles   >   gales   >   fruit   >   champignon 
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Figure 11.1 : Courbes de densité optique en fonction du temps pour les extraits 

phénoliques de plantes 
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11.6.2. Evaluation quantitative de l’activité anti-oxydante 

Nous avons évalué quantitativement l’activité anti-oxydante en utilisant la même 

méthode décrite précédemment. Nous avons étudié la diminution de la densité optique du 

radical               à différentes concentrations volumiques des extraits en fonction du temps.  

La figure 11.2 montre la variation du pourcetage d’inhibition en fonction de  la 

concentration volumique des extraits. Le pourcentage de l’inhibition I% est calculée selon 

la relation suivante : 

0

0

% 100iA AI
A
−

= ⋅  

Où AB0B est la densité optique moyenne du radical seul au début et à la fin de la 

mesure, ABiB est la densité optique du radical après 5 mn de contact avec l’anti-oxydant.Une 

courbe d’étalonnage a été préparée pour différentes concentrations (0.5, 1, 1.5 mM) de 

Trolox afin de calculer la pente de la droite I% fonction de la concentration (figure 4.2). 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11.2 : Variation du pourcetage d’inhibition en fonction de  la concentration 

volumique des extraits 
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Les valeurs du TEAC des extraits ont été déterminées en calculant le pourcentage 

d’inhibition de la densité optique I% du radical               en absence et en présence de 

l’anti-oxydant. 

L’ensemble des résultats obtenus pour les valeurs du TEAC a été reporté dans le 

tableau 11.4. 

Les résultats obtenus prouvent que chacun des extraits possède une activité 

antioxydante qui varie d’une partie de la plante à une autre. De même, la concentration en 

flavonoïdes  des extraits suggère que ces composés,  autres que les acides phénoliques, 

sont responsables de l'activité antioxydante dans cette analyse.  

A partir d'une analyse des données, nous avons constaté qu’il y a une corrélation 

entre la teneur en phénols et l’activité anti-oxydante (coefficient de corrélation RP

2
P = 0,86) 

des extraits (figure 11.3).  .  

Par ailleurs, si la valeur du TEAC dans les fruits est supérieure à celle du 

champignon, la quantité en phénols totaux dans les fruits est en revanche inférieure à celle 

dans le champignon. Ceci nous met en garde à ne pas lier le niveau d’activité anti-oxydante 

directement à la quantité des phénols. En effet, ce niveau diffère d’une partie de la plante à 

une autre selon la nature des composés phénoliques. L’activité anti-oxydante dépendent 

donc non seulement de la présence des phénols, mais surtout de leurs structures chimiques. 

 

 

 

 

 

 

 

ABTS  + 

172 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11.3. Variation des valeurs de TEAC en fonction du contenu en polyphénols  

 

11.6.3. Evaluation qualitative de l’activité anti-oxydante par test biologique 

Afin de tester le pouvoir anti-oxydant des extraits phénoliques des différentes partie 

de la plante sur des cellules vivantes, nous avons opté à faire un test biologique celui de 

l’hémolyse du sang humain. Pour ce faire, nous évaluons l’état de défense des substances 

phénoliques vis-à-vis l’intégrité des cellules sanguines induit par AAPH In vitro. Pour 

réaliser ce test, le sang est récupéré sur anticoagulant EDTA quarante huit heures au 

maximum avant la réalisation du test. La réaction a lieu dans une plaque multipuits, où une 

quantité de 100 µl de sang dilué 50 fois dans de l’eau physiologique a été mélangée à 85 µl 

d’une solution d’AAPH (20 mg/ml) et à 85 µl de l’extrait phénolique de concentrations 

finales de 10P

-4
P, 10P

-5
P, 10P

-6
P et 10P

-7
P mol/l. La plaque est alors agitée pour homogénéiser le 

milieu réactionnel, puis immédiatement lue dans un spectrophotomètre IEMS  

(Lab Systems) afin d’évaluer la variation de la densité optique due à l’hémoglobine 

relarguée dans le milieu. La longueur d’onde du spectrophotomètre est fixée à 450 nm. 

Nous déterminons ainsi l’analyse cinétique de la lyse des hématies effectuées sous 

commande informatique en utilisant le logiciel BIOLISE. 
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Le test d’hémolyse est réalisé pour les extraits phénoliques des quatre parties de la 

plante, en choisissant comme anti-oxydant de référence l’acide ascorbique. 

Le choix de l’acide ascorbique est lié au fait qu’il est l'antioxydant primaire dans le 

plasma sanguin d’une part et qu’il est classé parmi les antioxydants les plus puissants 

connus d’autre part. 

Il est bon de rappeler que le temps de demi-hémolyse TB1/2B est le temps nécessaire 

pour que les globules rouges se détruisent. Ce temps nous indique donc le niveau de 

résistance du sang contre la lyse. Autant ce temps est grand, autant est forte la résistance du 

sang contre sa dégradation et l’activité anti-oxydante de l’extrait en question est de ce fait 

autant grande. 

La comparaison de l’activité anti-oxydantes des extraits des différentes partie de la 

plante (figure 11.4) nous montre que l’extrait de fruit réalise le plus grand temps 

d’hémolyse de 4h, valeur 2 fois plus grande que le temps noté en absence d’anti-oxydant.  

Les autres extraits : feuilles, gales et champignon réalisent des temps moindres de 200, 160 

et 150 mn respectivement.   

Les pourcentages d’inhibition du test d’hémolyse sont présentés dans le tableau 11.6.  

Ces pourcentages sont déduits des différentes mesures de TB1/2B pour une concentration de  

5. 10P

-6
PM pour les extraits, ainsi que pour l’acide ascorbique (vitamine C). 
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Figure 11.4 : Courbes d’hémolyse en présence d’extraits de plantes (10P

-5
PM) 
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Tableau 11.6 :.Inhibition d’hémolyse de différents extraits phénoliques de plantes 

comparées à celle de l’acide ascorbique 

Extraits Inhibition d’hémolyse (%)  
5.10P

-6
P M 

Fruits 90,50 

Feuilles jaunes 53,00 

Gales 62,00 

Feuilles vertes 50,00 

Champignons 43,00 

Acide ascorbique 30,00 

 

Si l’on se base sur la concentration d’extrait utilisée, nous constatons que les extraits 

sont plus efficaces que la vitamine C contre l'oxydation des lipides dans la membrane 

d'érythrocyte.  

Parmi les différentes parties de l’arbre, les fruits ont montré un pouvoir protecteur le 

plus efficace contre la lyse du sang, alors que c’est la partie la moins riche en polyphénols. 

Ceci nous indique que la structure chimique des composés phénoliques est à la base de 

cette activité, ce qui rejoint la même constatation faite en analysant les résultats du test 

chimique.  

Par ailleurs, l’efficacité des anti-oxydants des extraits testés par méthode biologique 

suit un ordre différent de celle testée par méthode chimique. Cet ordre est comme suit : 

-  Test biologique :       fruit   >   feuilles   >    gales  >   champignon    

-  Test chimique :    feuilles   >    gales    >      fruit   >   champignon    

Cette différence de classement du pouvoir anti-oxydant des extraits entre les deux 

tests chimique et biologique est due probablement à la différence des milieux réactifs et à 

la différence d’activité chimique des composés phénoliques individuels constituant les 

extraits.  
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La comparaison entre les résultats des deux tests suscités nécessite une étude profonde sur 

la relation structure chimique et activité anti-oxydantes des composés phénoliques purs.  

 

11.7. Caractérisation des composés responsable de l’activité anti-oxydante 

 

Il résulte des résultats précédents, que les extraits des différentes parties du Pistachier 

de l’Atlas possèdent une activité anti-oxydante particulièrement importante. Le dosage 

quantitative par colorimétrie des phénols totaux, la séparation par CLHP de ces composés 

phénoliques individuels et la détermination de leur pouvoir anti-oxydant nous ont permis 

en effet de mettre en évidence des composés majoritaires dans les extraits.  

Compte tenu de la quantité des phénols totaux et leurs structures chimiques, le 

protocole d’extraction et de l’isolement change d’une partie de la plante à l’autre. Nous 

décrivons par la suite une méthodologie d’extraction et de purification des composés 

majoritaires pour chaque partie étudiée de l’arbre. 

 

11.7.1. Isolement et identification des composés phénoliques dans les fruits et les feuilles 

¾ Composés phénoliques de fruits 

Une quantité de 5 g de tourteaux du fruit de Pistachier de l’Atlas sont traité à reflux 

au soxhlet pendant 6 heures en utilisant l’hexane comme solvant afin d’éliminer toute les  

traces des lipides. Après filtration, le résidu est traité par macération à froid, sous agitation 

magnétique, par  2x50 ml de méthanol pendant 1 heure. Les deux extraits sont filtrés puis 

combinés. Le méthanol est évaporé sous pression réduite à une température de 40°C. 

L’extrait méthanolique, poudre visqueuse de couleur jaune, est pesé ensuite pour 

déterminer le taux de l’extraction. La masse de l’extrait est 96 mg. Cette quantité est 

ensuite solubilisée dans 5 ml de méthanol. Une quantité de 10 µl est spotée sur une plaque 

analytique de gel de silice 60 FB254B puis développée dans un système de solvant n-Butanol : 

Acide acétique : eau (3 :1 :1v/v/v). Les spots sont visualisés par la lumière UV Visible. Le 

chromatogramme obtenu montre l’existence de quatre spots dont l’une à RBf B=0.95 est très 
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intense. Ce spot donne un test positif après révélation par une solution méthanolique de 2% 

de chlorure d’aluminium ce qui indique la présence d’une structure de type flavonoïde 

possédant deux groupements OH en ortho. L’extrait méthanolique est en suite purifié à 

travers une colonne ouverte en utilisant le gel de silice (40-60µm) comme phase 

stationnaire et un mélange d’acétate d’éthyle :méthanol (99 :1 v/v) comme éluant. Des 

fractions de 8 ml sont collectées. Elles sont examinées et contrôlées par CCM en utilisant 

le même solvant. Les fractions possédant les même valeurs de RBf B (tube 3 à 9) sont 

regroupées et le solvant est évaporé sous pression réduite à 40°C. Nous obtenons un résidu 

de couleur jaune claire, de poids 48 mg. Le spectre UV dans le méthanol du composé 

montre deux bandes d’absorption à des longueurs d’ondes λBmaxB 254 et 348 nm 

caractéristiques d’un squelette flavonodique. Le spectre IR du composé isolé présente des 

bandes d’absorptions intenses à 3393 cmP

-1 
P(OH), 1660 cmP

-1
P(CO) et 1446-1611 cmP

-1
P(C-C) 

caractéristiques d’un noyau aromatique. Sur le spectre P

1
PH-RMN du produit dans le 

CDB3BOD (figure 11.6), les pics des protons du noyau aromatique B apparaissent à δ 

7.41(1H,d, H-2’), δ 6.93 (1H,d, H-5’), δ 7.44 (1H, t, H-6’), tandis que ceux du noyau A, ils 

apparaissent à  δ 6.57(1H, s, H-3), δ  6.21 (1H,d, H-6) δ 6.47 (1H, d, H-8) successivement. 

Le spectre P

1
PH-RMN du composé dans l’acétone deutérié met en évidence la présence d’un 

proton phénolique singulier à  δ 13.02 ppm. Le spectre P

13
PC-RMN du composé isolé (figure 

11.7) montre la présence d’un groupement carbonyle à δ 186.4 ppm, de six –CH carbones 

aromatiques et de huit carbones aromatiques quaternaire. Sur le  spectre de masse du 

produit purifié (figure 11.8), on note la présence des fragments suivants: un pic correspond 

à l’ion moléculaire à m/z=286[MP

+
P], deux ions résultent d’un rétro-arrangement de Diels-

Alder à m/z=153[AP

+
P+H] et m/z=134[BP

+
P] avec la présence de deux groupements 

hydroxyles dans noyau A et B. 

La valeur du RBfB est de 0.95 dans un système de solvant Butanol :Acide acétique :Eau 

(3 :1 :1v/v/v), UV, λBmaxB(MeOH) nm :254,348, IR(KBr) (cmP

-1
P) : 3393(OH), 

1660(CO),1446-1611(C-C), P

1
PH-RMN(CDB3BOD,300 MHz) :δ 6.21(1H,d, H-6), δ 

6.47(1H,d,H-8), δ 6.57(1H,s,H-3), δ 6.93(1H,d,H-5’), δ 7.41(1H,d,H-2’), δ 7.44(1H,t,H-

6’). P

13
PC-RMN(CDB3BOD,300MHz) : δ 96.4(C-8), 101.6(C-6), 105.6(C-3), 106.8(C-4a), 

116(C-2’), 118.4(C-5’),122(C-6’), 124.8(C-1’), 148(C-3’),152(C-4’), 161(C-8a),164.4(C-

5), 166.8 (C-7), 167.2(C-2),186.8(C-4).MSEI M/Z:286(100%)[MP

+
P], masse moléculaire du 

composé de formule brute CB15BHB10BOB6B,258(16%), 229(13%), 153(25%) et 134(16%). 
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Ces informations nous ont permis de proposer la structure chimique du composé isolé 

de l’extrait méthanolique (Fig 11.5). 

O

OH

HO

OH

OH

O

1
2

3
45

6

7

8 1'

2'
3'

4'

5'
6'

4a

8a

 

Figure 11.5 : Structure chimique de la lutéoline 

Luteoline25 juin 2004
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Figure 11.6 : Spectre RMN du proton de la lutéoline 
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Figure 11.7 : Spectre RMN du carbone de la lutéoline 
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Figure 11.8 : Spectre de masse (IE) de la lutéoline 
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¾ Composés phénoliques des feuilles  

Le mode opératoire d’extraction utilisé est le même que celui adopté lors de 

l’extraction des phénols dans les fruits. 

A partir des tests de séparation par CCM, on a pu trouvé le système de solvant acétate 

d’éthyle: dichlorométhane (7 :3 v/v) comme un bon éluant. Deux produits ont été bien 

séparés par cette méthode. Ces deux composés sont purifiés par chromatographie sur 

colonne ouverte de silice (230-400 mesh), en utilisant le même éluant. 

A partir de 500 mg de l’extrait acétate, on a obtenu 46 mg  d’un composé 1 et 18.3 

mg d’un autre composé 2. Il faut noter ici que l’extrait acétate d’éthyle de feuilles contient 

d’autres produits plus polaires qu’on a pas pu les isoler et les  purifier sur colonne de silice. 

L’identification des structures chimiques de ces deux composés a été facilement 

élucidée  par RMN du proton et du carbone 13. Les spectres RMN-P

13
PC sont représentés 

dans les figures 11.9 et 11.10. Egalement, les deux structures ont été confirmées par une 

co-injection des composés étalons par CLHP. 
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Figure 11.9 : Spectre RMN-P

13
PC du gallate de méthyle 
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Figure 11.10 : Spectre RMN-P

13
PC de l’acide gallique 
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Figure 11.11 : Structure chimique de l’acide gallique et le gallate de méthyle 

 

 

 

 

?
C13CPDnuit MeOH u bombarda 2

210 200 190 180 170 160 150 140 130 120 110 100 90 80 70 60 50 40 30 20 100.00

0.01

0.02

0.03

MeOD

49
.0

0

11
0.

32

12
2.

16

13
9.

51

14
6.

36

17
0.

52

No. (ppm) Height
1 49.00 1.000
2 110.32 0.080
3 122.16 0.010
4 139.51 0.018
5 146.36 0.054
6 170.52 0.007

182 



 

 

¾ Composés phénoliques des galles et champignon 

Protocole d’extraction  

Le protocole expérimental que nous avons suivi pour les galles et le champignon est 

schématisé dans la figure 11.12.  

Il consiste en une extraction par un mélange méthanol/eau des poudres des deux 

parties étudiées, suivi d’une extraction liquide-liquide en trois étapes : la première par 

l’éther de pétrole pour éliminer tous les pigments et les lipides, la deuxième par le 

chloroforme pour extraire les anti-oxydants peu polaires et enfin par l’acétate d’éthyle pour 

extraire les anti-oxydants polaires. 

Les extraits de chloroformique et l’acétate d’éthyle sont fractionnés sur colonne de 

silice. L’identification est effectuée au moyen de méthodes spectroscopiques. 

 

11.7.2. Molécules identifiées dans les galles et champignons 

En suivant le protocole décrit ci-dessous, nous avons isolé à partir de l’extrait 

chloroformique de gales l’acide gallique. Trois produits phénoliques dérivés 

d’hydrocinnamiques ont été isolés de l’extrait de champignon, parmi ces trois produits, le 

produit 3 a été isolé pour la première fois du Pistachier de l’Atlas. 

Pour les galles, on a pu isoler qu’un seul produit de l’extrait chloroformique sur une 

colonne de silice, à savoir l’acide gallique déjà isolé de l’extrait acétate d’éthyle des 

feuilles. L’éluant utilisé est le système de solvant diéthyléther : pentane (8:2 v/v), la 

quantité obtenue est de 148,2 mg à partir de 247 mg d’extrait chloroformique, soit un 

rendement de 60%. 

Pour les champignons, l’extraction est réalisée à partir des quantités important de 

matière végétale sèche. A partir de 14 g de poudre de chaque partie, nous avons utilisé 

l’extraction par macération sous agitation à froid avec renouvellement du solvant jusqu’à 

épuisement des constituants des parties étudiées. 
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Figure 11.12 : Protocole isolement et identification des composés anti-oxydant 
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Une quantité de 15g de la matière première (champignon) est bien broyée puis traitée 

par 300 ml de pentane à reflux au soxhlet pendant 12 heures afin d’éliminer tout composé 

apolaire (lipide, carotène, chlorophyle...). Le résidu délipidé est ensuite extrait à 

température ambiante et sous agitation magnétique pendant 24 heures  par une solution 

méthanolique 80% (MeOH: eau 80 :20 v/v). L’opération est répétée trois fois. Les extraits 

sont filtrés puis combinés. Le méthanol est ensuite évaporé à 40°C à pression réduite. 

L’extrait aqueux est obtenu premièrement par le chloroforme (3x300ml), puis par l’acétate 

d’éthyle (3x300ml). Les deux extraits obtenus sont desséchés par du sulfate de sodium 

anhydre NaB2BSOB4B. Après filtration et évaporation on récupère 140 mg et 1 g 

respectivement. 

En utilisant plusieurs systèmes de solvant comme éluant, l’examen de l’extrait 

chloroformique par CCM sur gel de silice nous à amené à trouver le meilleur éluant (n-

pentane: diéthyléther:5 :5 v/v) pour séparer deux produits phénoliques (fig.11.13). Afin 

d’isoler ces deux produits, nous avons procédé à des fractionnements sur colonne ouverte  

de silice (silica gel 60 FB254B 230-400 mesh,Merck, 10x2 cm), en éluant avec le système (n-

pentane :diéthyléther :5 :5 v/v). Les fractions sont collectées dans des tubes puis contrôlées 

par CCM, en utilisant le système (n-pentane :diéthyléther :1 :9 v/v ) comme éluant. Les 

fractions ayant les mêmes valeurs de RBfB sont combinées puis filtrées. Deux produits sont 

isolés :  

• composé 1 de RBfB = 0.43 : Le produit est visqueux de couleur jaune-orangé. La 

masse récupérée est de 17,3 mg. 

• composé 2 de RBfB = 0.56 : produit sous forme de poudre jaune claire. La masse 

récupérée est de 77,8 mg. 
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Figure 11.13 : CCM de l’extrait chloroformique du champignon 

En utilisant le système acétate d’éthyle :dichlorométhane (5 :5 v/v ) comme éluant, 

l’examen chimique de l’extrait acétate d’éthyle par CCM sur gel de silice met en évidence 

la présence d’une fraction majoritaire de RBfB égal à 0.25. L’extrait d’acétate d’éthyle(500 

mg) est ensuite purifié par chromatographie sur colonne ouverte de silice (silica gel 60 FB254B 

230-400 mesh, Merck, 10x2 cm), en utilisant une quantité de 200 ml d’éluant acétate 

d’éthyle :dichlorométhane (5 :5 v/v). Après évaporation du solvant, nous obtenons des 

cristaux jaune de masse 84 mg (composé 3). 

L’identification des trois composés isolés, a été réalisée par les spectrophotométries 

IR et UV et  par le couplage chromatographie en phase gazeuse – spectrométrie de masse 

(CG/SM) et enfin par la résonance magnétique nucléaire du proton (RMN-P

1
PH) et du 

carbone 13 (RMN-P

13
PC).  Les résultats des analyses par UV, IR, SM, RMN-P

1
PH et RMN-P

13
PC 

du composé 2 sont en accord avec ceux cités dans la littérature [381]. Si l’on compare les 
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spectres RMN du proton avec ceux du carbone 13 pour chacun des deux composés 1 et 2, 

nous remarquons une très grande similitude. Dans les deux  spectres RMN-P

1
PH et RMN-P

13
PC 

(figures 11.14, 11.15, 11.16 et 11.17), on note la présence de trois protons aromatiques et 

deux protons oléfiniques en trans. Les signaux (δ=5.88 ppm et δ=101.4 ppm)  

respectivement dans les spectres RMN-P

1
PH et RMN-P

13
PC du composé 1 sont caractéristiques 

d’un proton oléfinique. Par contre, les déplacements chimiques (δ=3.55 ppm et δ=52.9 

ppm) sont caractéristique d’un groupement méthoxyle (figure 11.17). Selon les spectres de 

masse (IE-SM) (figure 11.18 et 11.19) des deux produits 1 et 2. L’ion moléculaire du 

composé 2 est à M/Z=236. De ce fait, le signal restant à δ=168.8 ppm devrait être  affecté 

au groupement hydroxyle pour compléter la composition élémentaire de la formule 

CB12BHB12BOB5B. La disparition des deux signaux en RMN-P

1
PH et P

13
PC (δ=5.88 ppm et δ=101.4 

ppm) dans le méthanol –dB4B est due à  l’échange H/D des isomères céto-énol ce qui favorise 

la proposition de la forme énolique pour le composé 1. De plus, aucun signal 

caractéristique de l’isomère cétonique n’a été détecté. 
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Figure 11.14 : Spectre RMN du proton composé 1 
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Figure 11.15 : Spectre RMN du proton composé 2 

 

 

13C S1
C13CPD32 MeOH u bombarda 12

200 190 180 170 160 150 140 130 120 110 100 90 80 70 60 50 40 30 20 10 0

0.00

0.01

0.02

0.03

0.04

0.05

0.06

0.07

MeOD

26
.6

9

49
.0

0

11
5.

13
11

6.
55

12
0.

36
12

2.
70

12
8.

58

14
1.

84

14
6.

82
14

9.
25

17
9.

43

19
8.

50

No. (ppm) Height
1 26.69 0.026
2 49.00 1.000
3 115.13 0.032
4 116.55 0.034
5 120.36 0.027
6 122.70 0.035
7 128.58 0.025
8 141.84 0.026
9 146.82 0.022
10 149.25 0.016
11 179.43 0.011
12 198.50 0.013

 

Figure 11.16 : Spectre RMN du carbone composé 1 
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Figure 11.17 : Spectre RMN du carbone composé 2 
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Figure 11.18 : Spectre de masse du composé 1 
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Figure 11.19 : Spectre de masse du composé 2 

Le composé 3 est le produit majoritaire de la fraction d’acétate d’éthyle et qui 

représente 18.2% de ce composé. Son  spectre UV dans le méthanol est caractéristique des 

composés flavonodiques correspondants à deux longueurs d’ondes d’absorption à 

λBmaxB=251 et 372 nm. Le spectre RMN-P

1
PH du composé 3 (figure 11.20) dans le DMSO 

montre l’existence de trois protons aromatiques à δ= 7.02(H-10), 6.76(H-13) et 6.94 ppm 

(H-14), et deux protons oléfiniques –trans à δ=6.67 (H-7) et δ=7.13 (H-8). On note aussi 

l’existence dans le spectre deux protons énoliques à δ=5.27 (H-3) et δ=6.15 ppm (H-5). La 

disparition des deux signaux δ=5.27 ppm et δ=88.6 ppm respectivement dans les deux 

spectre RMN-P

1
PH et P

13
PC dans le méthanol-dB4 Best due à l’échange H/D des isomères céto-

énol du proton H-3 est en faveur de l’isomère énol. Le spectre RMN-P

13
PC (figure 11.21) 
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dans le DMSO  met en évidence l’existence d’un groupement carbonyle à δ= 169.7 ppm, 

de trois carbones aromatiques C-H, de quatre carbones  oléfiniques et de six atomes de 

carbone quaternaire. L’identification du composé 3 a été confirmée par l’analyse 

bidimensionnelle (2D-RMN) à 500 MHz. A partir du spectre HMQC du composé 3 (figure 

11.22), les deux protons oléfiniques sont facilement identifiés car ces deux protons 

résonnent à δ=6.15 et δ=5.07 ppm et corrèlent respectivement avec les atomes de carbone 

de déplacements chimiques δ=99.9 et δ=88.6 ppm. Une autre information pour le composé 

3 est aussi déduite de son spectre HMBC (figure 11.23) , car on observe une corrélation 

entre le proton oléfinique H-5 (δ=6.15 ppm) et C-3 (δ=88.6 ppm) et entre le proton H-3 

δ=(5.27 ppm) et C-5 (δ=99.9 ppm). Ces deux observations appuient l’existence du 

composé 3 sous la forme énolique. Les deux signaux de H-5 dans le  méthanol-dB4B sont 

toujours présents dans les spectres RMN-P

1
PH et P

13
PC ce qui exclue l’échange H/D. 

Le spectre de masse ESIP

+ 
P(figure 11.24)P

 
Pmontre l’existence d’un pseudo-ion 

moléculaire à m/z =247P

 
P[M+H]P

+
P et d’autres fragments caractéristiques à m/z=264 

[M+NHB4B]P

+
P et m/z=279 [M+H+CHB3BOH]P

+
P qui sont en faveur de proposer au composé 3 la 

formule chimique générale CB13BHB10BOB5B. 
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Figure 11.20 : Spectre RMN du proton du composé 3 
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Figure 11.21 : Spectre RMN du carbone du composé 3 
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Figure 11.22 : Spectre RMN 2D HMQC du composé 3 
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Figure 11.23 : Spectre RMN 2D HMBC du composé 3 
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Figure 11.24 : Spectre RMN du carbone du composé 3 

Composé 1   UV (MeOH) λmax 257 et 373 nm; P

1
PH NMR (DMSO-d6), 300MHz): δ 

7.41 (1H, d, J = 15.8, H-6), 7.05 (1H, d, J = 2.1 Hz, H-8), 6.98 (1H, dd, J = 8.2, 2.1 Hz, H-

12), 6.77 (1H, d, J = 8.1 Hz, H-11), 6.46 (1H, d, J = 15.9 Hz, H-5), 5.86 (1H, s, H-3), 2.11 

(3H, s, H-1); P

 13
PC NMR (DMSO-d6, 300MHz): 196.7 (C, C-2), 178.5 (CH, C-4), 148.5 (C, 

C-10), 145.8 (C, C-9), 140.6 (CH, C-6), 126.5 (C, C-7), 121.6 (CH, C-12), 119.4 (CH, C-

5), 116.0 (CH, C-11), 114.8 (CH, C-8), 100.7 (CH, C-3), 26.6 (CHB3B, C-1); EIMS m/z 

[M+TMS]P

+ 
P436 (10), 421 (90), 393 (84), 346 (30), 331 (32), 289 (8), 267 (12), 73 (100). 

HO

HO

OH O

1
2

3
4

5
67

8
9

10

11
12

 

Composé 1 

196 



 

 

Composé 2 :   UV (MeOH λBmaxB 257 et 379 nm, IR λBmaxB 257, 379cmP

-1
P; P

1
PH NMR 

(DMSO-d6, 300MHz) δ 7.50 (1H, d, J = 15.9Hz, H-5), 7.05 (1H, d, J = 2.0 Hz, H-7), 6.97 

(1H, dd, J = 8.0, 2.0 Hz, H-11), 6.78 (1H, d, J = 8.0 Hz, H-10), 6.41 (1H, d, J = 15.9Hz, H-

4), 5.88 (1H, s, H-2), 3.55 (3H, s, OCHB3B); P

13
PC NMR (DMSO-d6, 300MHz): 192.9 (C, C-

1), 168.8 (CH, C-3), 149.4 (C, C-9), 146.5 (C, C-8), 141.9 (CH, C-5), 127.1 (C, C-6), 

122.4 (CH, C-11), 119.5 (CH, C-4), 116.7 (CH, C-10), 115.6 (CH, C-7), 101.4 (CH, C-2), 

52.9 (OCHB3B); EIMS m/z [M+TMS]P

+ 
P452 (5), 437 (?), 393 (84), 346 (31), 289 (10), 267 

(15), 73 (90). 

HO
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Composé 2 

Composé 3 : UV (MeOH): λmax 251 et 372 nm; IR λBmaxB 251, 372 cmP

-1
P; P

1
PH NMR 

(MeOH-d4, 300MHz) δ 7.30 (1H, d, J = 15.8Hz, H-8), 7.03 (1H, d, J = 1.9 Hz, H-10), 6.94 

(1H, dd, J = 7.9, 1.9 Hz, H-14), 6.77 (1H, d, J = 7.9 Hz, H-13), 6.58 (1H, d, J = 15.8Hz, H-

7), 6.11 (1H, s, H-5); P

1
PH NMR (DMSO-d6, 300MHz) δ 9.07 (OH); 9.44 (OH); 7.13 (1H, 

d, J = 16.1Hz, H-8), 7.02 (1H, d, J = 1.9 Hz, H-10), 6.94 (1H, dd, J = 7.9, 1.9 Hz, H-14), 

6.76 (1H, d, J = 8.1 Hz, H-13), 6.67 (1H, d, J = 16.1Hz, H-7), 6.15 (1H, d, J = 1.9 Hz, H-

5), 5.27 (1H, d, J = 1.9 Hz, H-3); P

13
PC NMR (DMSO-d6, 300MHz) 169.7 (C, C-2), 162.4 

(CH, C-4), 159.2 (C, C-6), 146.7 (C, C-12), 144.9 (C, C-11), 134.0 (CH, C-8), 126.1 (C, C-

9), 119.7 (CH, C-14), 115.7 (CH, C-13), 115.1 (CH, C-7), 113.4 (CH, C-10), 99.9 (CH, C-

5), 88.6 (C, C-3); P

13
PC NMR (MeOH-d4, 300MHz) 173.4 (C, C-2), 167.7 (CH, C-4), 162.1 

(C, C-6), 148.7 (C, C-12), 146.8 (C, C-11), 137.3 (CH, C-8), 128.8 (C, C-9), 122.0 (CH, C-

14), 116.9 (CH, C-13), 116.6 (CH, C-7), 114.8 (CH, C-10), 101.7 (CH, C-5), 94.8 (C, C-

3). 
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11.8. Effet inhibiteur des extraits phénoliques  

11.8.1 Introduction   

Les cellules vivantes exécutent une multitude de réactions chimiques très rapidement 

en raison de la participation des enzymes [382]. Les enzymes sont les catalyseurs 

biologiques, conçus par la nature pour augmenter les vitesses des réactions chimiques 

nécessaires pour la vie. Elles sont également employées dans plusieurs industries pour la 

production des produits [383]. Plusieurs enzymes du métabolisme des xénobiotiques 

participent aux processus de détoxication ou activation des précancérogènes chimiques 

[384].  

Dans la présente étude on s’intéresse à l’évaluation des capacités d’agents 

phénoliques de nos extraits pour l’inhibition d’activité de la carboxylesterase. Cet enzyme 

joue un rôle dans le procédé d'invasion des sporozoites de falciparum de P. dans les 

hépatocytes humains in vitro [385]. Les carboxylesterase humains de foie catalysent 

l'hydrolyse de la drogue apolaire ou des esters xénobiotiques  dans des produits plus 

solubles d'acide et d'alcool pour l'élimination [386, 387]. Elles  convertirent la prodrogue 

Irinotecan in vivo en Sn-38 (7-éthyle-10-hydroxy-camptothecin), le métabolite actif qui 

cause la mort de cellules [388].  De même, les Carboxylesterases hydrolysent de nombreux 

composés endogènes et étrangers avec les structures diverses [389]. Ces enzymes sont des 

causes déterminantes principales du comportement pharmacocinétique de la plupart des 

agents thérapeutiques contenant des liens d'ester ou d'amide [390]. 
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On peut détecter les activités enzymatiques des individus résistants en utilisant des 

méthodes spectrophométriques classiques. Cette technique se base sur la mesure de la 

capacité inhibitrice des polyphénols vis-à vis l’activité catalytique des enzymes de 

détoxication.    

 

11.8.2. Estimation de l’activité inhibitrice des polyphénols sur  carboxylesterase   

Dans notre étude, on s’intéresse à étudier l’effet inhibiteur des polyphénols sur la 

carboxylesterase (CER).  L’activité enzymatique de la  CER  est  dosée  sur le substrat  

para-nitrophényl acétate (PNPA). La CER hydrolyse ce substrat et libère le p-nitrophénol. 

Le milieu réactionnel (250 µl) incubé à 37°C contient 10 µl de substrat de 

concentration finale (10 mg/ml) et 200 µl du tampon Tris (PH = 8). La cinétique 

enzymatique (t = 3 min) débute par addition de 20 µl d’enzyme CER de concentration de 

10mg / ml diluée 200 fois et son évolution est mesuré à 410 nm. Le coefficient d’extinction 

du  p-nitrophényl acétate est de 18400 MP

-1
P.cmP

-1
P. L’activité inhibitrice des polyphénols est 

mesurée comme décrit précédemment en introduisant 20 µl  pour des concentrations 

variables en polyphénols. La représentation graphique 1/V = f ([polyphénols]), nous 

renseigne sur le type d’inhibition et permet de déterminer les constantes cinétiques en 

présence de chaque extraits. 

 

11.8.3 Résultats 

L’activité enzymatique de la CER a été mesurée à l’aide du substrat para - 

nitrophényl acétate (PNPA). Nous avons néanmoins choisi le PNPA comme substrat 

essentiellement pour la commodité de réaliser les dosages par les méthodes 

photométriques. Les paramètres  cinétiques de l’enzyme, déterminés selon l’hypothèse 

d’une cinétique Michaelienne à l’aide de l’équation en double inverse de Lineweaver Burk. 

Nous avons donc étudié l’effet des extraits phénolyques sur l’activité de la CER. 

Nous avons ainsi déterminé les constantes d’inhibition de chaque échantillon  en 

considérant une masse molaire moyenne des polyphénols de 500g.  
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Parmi les extraits phénoliques testés, on retrouve que l’extrait du fruit du Pistachier 

de l’Atlas qui possède la capacité d’inhiber l’activité estérasique de la CER sur le PNPA, 

mais comparativement à la valeur d’inhibition observée pour le Thénoylhifluoroacétone  

inhibiteur de synthèse classé comme meilleur inhibiteur, on constate que notre extrait une 

inhibition cinq fois moins que celle  d’inhibiteur étalon.  

Dans le cas d’un inhibiteur non compétitif, les droites représentant  1/V en fonction 

de la concentration des polyphénols,  pour les trois concentrations [S1], [S2] et [S3] en 

substrat, se rencontrent en un point sur l’axe des abscisses, à la valeur de la constante 

d’inhibition Ki. Dans le cas d’un inhibiteur compétitif, le point de rencontre des droites se 

situe au dessus de l’axe des abscisses. Ki représente la concentration d’inhibiteur 

nécessaire pour diminuer la vitesse réactionnelle de 50%. Une valeur de Ki toute seule ne 

permet pas de conclusions mécanistiques, mais peut être utilisée comme un indice 

d’efficacité d’inhibition par rapport à d’autres inhibiteurs. Dans le cas où l’extrait présente 

une inhibition compétitive, le composé inhibiteur semble entrer en compétition avec le 

substrat au niveau de fixation de l’enzyme. 

Il est intéressant de noter que l’extrait phénolique du fruit du Pistachier de l’Atlas se 

comporte comme inhibiteur compétitif (figure 11.25)  avec un Ki de l’ordre de 150 micros 

molaires.  
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Figure 11.25 : représentation graphique   1/V = f ([polyphénols]) de l’activité 

enzymatique de la CER en fonction de la concentration de polyphénols de l’extrait du fruit 

du Pistachier de l’Atlas 
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La compréhension du mode d’action de certains inhibiteurs est utile pour la 

détermination propositionnelle de la nature moléculaire de cet inhibiteur. Puisque chaque 

enzyme catalyse des réactions spécifiques, c’est à dire il attaque seulement des substrats 

bien définis, et à partir des résultats de nos essais, on peut alors conclure ou proposer une 

telle structure seulement pour l’extrait présentant une inhibition compétitive. Alors cet 

extrait peut comporter dans sa structure des fonctions esters tel que l’extrait du fruit du 

Pistachier de l’Atlas qui présente la bonne activité et qui possède bien qu’il renferme un 

taux de polyphénols relativement faible par rapport aux autres parties étudiées. 

On peut dire que l’inhibition de la carboxylestérase par les extraits phénoliques 

dépend seulement de la structure chimique des composés phénoliques présentant cette 

activité inhibitrice.   

Récemment, une carboxylesterase humaine a été cristallisée  avec un inhibiteur 

possédant trois cycles aromatiques, la Tacrine [391], qui présente de fortes similitudes 

structurales avec certains polyphénols. Cette observation peut être corrélée avec l’affinité 

que montre le site catalytique de la CER pour certains composée phénoliques. 
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CONCLUSION   
 

 

 

 

Le travail présenté nous a permis d’approfondir la connaissance de quelques 

constituants chimiques des différentes parties de l’arbre de Pistachier de l’Atlas de la 

famille des anacardiacées par l’étude détaillée des principaux composés des fractions 

glycéridiques et insaponifiable du fruit, comme il nous a permis d’identifier certaines 

molécules bio-actives des fractions phénoliques des différentes parties de l’arbre. 

Nous avons déterminé les principaux indices physico-chimiques de l’huile extraite 

du fruit. Les valeurs de ces indices sont très proches de celle d’autres huiles végétales 

alimentaires à part l’indice d’acides qui est un peu élevé. Ceci peu s’expliquer par la 

proportion  élevée des acides gras saturés. 

La fraction glycéridique est caractérisée par la présence d’acides gras habituels 

connus dan le règne végétale. L’huile du fruit est riche en acides gras insaturés (73%) 

représentés essentiellement par les acides oléique et linoléique. Egalement, cette huile 

renferme une quantité importante d’acides gras saturés (24% de palmitique et 1.8% de 

stéarique). 

La digestion enzymatique ménagée des TAG par la lipase pancréatique de porc, nous 

indique que l’acide oléique contribue auprès de  57.7%  à l’estérification de la position Sn-

2 de la molécule de glycérol, l’acide linoléique y prend part pour 34.6%. 

L’identification par CLHP et l’hydrolyse enzymatique des différentes combinaisons 

triglycéridiques met en évidence dans l’huile de fruit l’existence des TAG composés des 

acides gras oléique, linoléique et palmitique. Nous retrouvons systématiquement quatre 

espèces moléculaires majoritaires : POO, PLO, OOL, OOO, LLO et PPO. 

L’étude de la fraction insaponifiable a été abordée par l’analyse qualitative et 

quantitative des tocophérols, particulièrement intéressant à les déterminer pour leurs 
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aspects vitaminique E et antioxydant. La valeur en tocophérols totaux est peu élevée 

(600mg/kg) d’huile. 

Du point de vue composition qualitative, nous avons observé une composition 

équivalente entre les deux isomères α et δ tocophérols, ce qui laisse prévoir une bonne 

résistance aux phénomènes d’oxydation et de bonnes propriétés vitaminiques E. 

Six stérols ont pu être identifiés par combinaison des méthodes chromatographiques 

CCM sur silice et CPG et le couplage GC/MS. Les stérols identifiés sont : cholestérol, 

campestérol, béta-sitostérol, stigmastanol, ∆5-avénastérolet ∆7-stigmastérol. 

A notre connaissance, aucun travail de recherche n’a été publié sur la fraction 

insaponifiable de l’huile du fruit de Pistachier de l’Atlas.  

En ce qui concerne l’extraction et la quantification des phénols totaux et flavonoïdes, 

ainsi que l’étude de l’activité antioxydante des extraits phénoliques et l’identification et 

caractérisation des principales molécules responsables de cette activité par des méthodes 

chromatographiques et spectroscopiques, nous avons  déterminé tout d’abord la teneur en 

phénols totaux qui nous a permis de confirmer que les parties étudiées de l’arbre sont des 

sources très prometteuses de composés phénoliques. En parallèle, l’analyse quantitative du 

contenu en flavonoïdes nous a conforté dans l’idée que le fruit de l’arbre était en  

possession d’un  matériel riche en flavonoïdes.  

Au travers des résultats des tests d’activité antioxydante effectués, nous avons obtenu 

une réponse inhibitrice du cation radical proportionnel à la concentration des antioxydants. 

Ainsi, les valeurs de TEAC obtenues 320 à 660 mM peuvent être interprétés comme 

teneurs des antioxydants hydrophiles. La contribution principale des composés phénoliques 

peut être également confirmée par la corrélation positive entre le TEAC des extraits et la 

teneur des composés phénoliques totaux (RP

2
P=0.86). Les résultats confirment que le niveau 

de l’activité antioxydante (AAO) dans nos extraits change avec les matières premières de 

chaque partie étudiée de la plante. De même, AAO dépend de la capacité antioxydante 

variable des composés phénoliques individuels dans un groupe de composés.  

Comparativement au test chimique, le test biologique a montré sa fiabilité, sa 

simplicité et son efficacité relative en pouvoir antioxydant. Ce test a permis d’évaluer 

l’effet protecteur des extraits phénoliques et le Trolox contre la lyse du sang.  En ce basant 
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sur les concentrations utilisées, nous avons constaté que nos extraits sont plus efficaces que 

le Trolox contre l’oxydation des lipides de la membrane d’érythrocyte. D’après l’ensemble 

des résultats obtenus, on peut constater que l’extrait du fruit possède une puissante activité 

anti-oxydante, malgré sa concentration relativement faible en polyphénols par rapport aux 

autres parties. A notre avis, cette forte activité  est due essentiellement à la richesse de cet 

extrait en flavonoïdes et notamment la lutéoline flavone connue par sa forte activité 

antioxydante. 

D’après les profils chromatographiques des polyphénols effectués par 

chromatographie liquide à haute performance, comparés avec les temps de rétention et 

spectres d’UV-Visible des polyphénols de référence, nous avons mis en évidence la 

présence de l’acide gallique en proportion importante dans les extraits des fruits, feuilles et 

gales. La majorité des phénols de l’extrait de fruit sont identifiés à savoir : l’acide 

chlorogénique, la lutéoline, lutéoline 7-glycoside, le kampférol, naringine et naringine 7-

glycoside. 

L’acide gallique et le gallate de méthyle ont été isolés des extraits de feuilles, de 

gales et de fruits sur colonne de silice. L’élucidation de leurs structures chimiques a été 

faite par des méthodes spectroscopiques IR, UV, RMN du proton et du carbone 13 et 

spectrométrie de masse. 

La lutéoline flavone, connue par sa forte activité antioxydante et anti-radicalaire, et 

aussi par son activité anticancéreuse et anti-HIV  a été aussi isolée du fruit avec un 

rendement important prés de 0,8%. Trois produits de dérivés hydrocinnamiques ont été 

aussi isolés du champignon de l’arbre dont deux sont déjà connus par leurs activités 

antioxydante et antibactérienne. En revanche, le troisième composé a été pour la première 

fois isolé.  

Un des résultas importants obtenus consiste dans le faite que l’extrait phénolique du 

fruit du Pistachier de l’Atlas peut être un bon inhibiteur vis-à-vis à l’activité enzymatique 

de la carboxylestérase, bien qu’il montre un taux en polyphénols totaux inférieur par 

rapport aux autres parties étudiées de l’arbre. Une explication possible pour ce résultat 

résulte dans l’effet inhibiteur d’enzyme est dû à existence des phénols de structure 

flavonoïdique dans l’extrait du fruit. 
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L’ensemble de ce travail contribue à une meilleure connaissance de la composition 

chimique de différentes parties de l’arbre de Pistachier de l’Atlas, de même à la 

connaissance des ressources de la flore locale en substances d’intérêt biologique et 

notamment les composés phénoliques. Dans ce sens, l’esprit reste fondamental. On ne peut 

cependant nier la portée économique des résultats que nous avons obtenus dans la mesure 

où les antioxydants naturels se rencontrent rarement en telle quantité dans une matrice qui 

n’a que peu de valeur. La végétation des régions steppiques et l’Atlas saharien fourni des 

dizaines de tonnes de feuilles et fruits du Pistachier de l’Atlas. A notre considération, au 

lieu de voir cette biomasse partir en fumée, Il est plus bénéfique d’envisager une 

valorisation industrielle en vue des produits nobles que renferme cet arbre notamment en 

phénols et flavonoïdes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

205 



 

 

APPENDICE A 

LISTE DES ABREVIATIONS 

 

 

 

 

AAO : activité antioxydante 

AAPH : dichlorate – 2,2-azobisamidinopropane 

ABTS : 2,2-azinobis-(3-éthylbenzothiazoline-6-sulphonate) 

AFNOR : agence française de normalisation 

AG : acide gras 

AGCE : acide gras cyclopropénique 

AGE : acide gras essentiel 

AGEP : acide gras époxydique 

AGL : acide gras libre 

AGPE : acide gras polyinsaturé 

AOCS : american oil chemists’ society 

BHA : tertio buthylhydroxyanizole 

BHT : tertio buthylhydroxytoluène 

C 16 :0 : acide palmitique 

C16 : 1 acide palmitéolique 

C18 :0 acide stéarique 

C18 :1 acide oléique 

C18 :2 acide linoléique 

C18 :3 acide linolénique 

CCM: chromatographie sur couche mince 

CL : chromatographie liquide  

CLHP : chromatographie liquide à haute performance 

CP : chrpmatographie de papier 
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CPG : chromatographie en phase gazeuse 

DMCs : diméthylchlorosilane 

DMG : ditriacylglycérol  

EDTA : ethylenediaminetetraacetic acid 

EMAG : ester méthilique d’acide gras 

HMBC : heteronuclear multiple bond correlation 

HMDS : hexaméthyldisilizane 

HMQC : heteronuclear multiple-quantum coherence 

HSQC : heteronuclear single-quantum coherence 

IA : indice d’acide 

IE : impact électrinique 

II : indice d’iode  

IR : infra rouge 

IRTF : infra rouge à transformée de fourrier 

IS : indice de saponification 

IUPAC : international of pure and applied chemistry 

J : constante de coulage 

LCE: longueur de chaîne équivalente  

LLL : trilinoléine 

LnLnLn : trilinolénine 

MAG : monotriacylglycérol 

MP

AG
P : masse moléculaire moyenne des acides gras 

MDA : malondialdéhyde  

MI : matière insaponibiable 

MP

TAG
P : masse moléculaire moyenne des triacylglycérols 

NCE: nombre de carbone équivalent 

NI : nombre d’insaturation 

NOESY : nuclear overhauser and exchange spectroscopy 

NP : nombre de partition  

OOO : trioléine 
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PPP : tripalmitine 

RDA : réarrangement de diel-alders 

RBfB : facteur de rétention 

RMN : résonance magnétique nucléaire 

RMN 2D : résonance magnétique nucléaire à deux dimensions 

ROESY : rotational nuclear overhauser effect spectroscopy 

Rp- 18 : colonne à phase inverse 

RPE : résonance paramagnétique électronique 

SM : spectrométrie de masse 

SSS : tristéarine 

TAG : triacylglycérol 

TBA : acide thiobarbiturique 

TBHQ : tertio buthylhydroxyquinone 

TEAC : trolox equivalent antioxidant capacity 

TMCs : triméthylchlorosilane 

TMS : triméthylsilane 

TR : temps de rétention 

TRR : temps de rétention  relatif 

UV : ultra violet 

δ : déplacement chimique 

λBmaxB : longueur d’onde d’absorption maximale 
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APPENDICE B 

 

COURBES, FORMULES CHIMIQUES, SPECTRES DE MASSE 
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Courbe d’étalonnage de la rutine 
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AAPH : Dichlorate de 2,2’-azobis amidinopropane 
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Spectre de masse du stérol S3  

 
 
 
 

 
Spectre de masse du stérol S4 non sylilé 
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Spectre de masse du stérol S5 

 
 
 
 

 
 

Spectre de masse du stérol S1 
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Spectre de masse du stérol S2 
 
 
 
 

 
 

Spectre de masse du stérol S4 
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Spectre de masse de l’EMAG de l’acide stéarique 
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Spectre de masse de l’EMAG de l’acide palmitique 
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Spectre de masse de l’EMAG de l’acide linoléique 
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Spectre de masse de l’EMAG de l’acide oléique 
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Chromatogramme CLHP des phénols du fruit de Pistachier de l’Atlas 
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APENDICE C 

EXPERIMENTALE 

 

 

 

 

1. Extraction De L’huile 

Les fruits de Pistachier de l’Atlas sont préalablement séchés à l’étuve à 60°C puis  

broyés très finement de façon à obtenir une farine homogène. Celle–ci est extraite par de 

l’hexane par macération à froid avec agitation pendant 24 heures.  Après filtration et 

évaporation sous pression réduite du solvant, on obtient l’huile brute avec un rendement de 

45 %. 

 

2. Fraction saponifiable et insaponifiable  

2.1. Saponification d’huile   

Une quantité de 5 g d’huile en solution dans 100 ml d’une solution hydroalcoolique 

de potasse 1N est chauffée à reflux pendant 1h 30mn dans un ballon de 250 ml. Après 

ajout de 200 ml d’eau distillée, on sépare les fractions saponifiable et insaponifiable. 

2.2. Traitement de la phase aqueuse  

Les acides gras, sous forme de sels de potassium dissous dans la phase 

hydroalcoolique, sont régénérés par addition d’une solution d’acide chlorhydrique à 

30%. Ils sont ensuite extraits par 3 fois 50 ml d’hexane. La phase hexanique est 

neutralisée par de l’eau distillée, séchée sur sulfate de sodium anhydre, filtrée puis 

évaporée sous pression réduite. On obtient ainsi les acides gras. 
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2.3. Traitement de la phase organique  

La phase hydroalcoolique basique est extraite par 3 fois 50 ml d’éther, séchée sur 

NaB2BSOB4B, filtrée puis évaporée sous pression réduite. On obtient ainsi l’insaponifiable. 

 

3. Etude de la fraction  glycéridique 

3.1. Obtention des estes méthyliques d’acides gras (EMAG)   

Les EMAG sont obtenus de deux façons différentes selon le matériel de départ : 

a. Par estérification acido –catalysée : après saponification, 100 mg d’acides gras 

sont mis en solution dans 5 ml d’une solution de trifluorure de bore à 10 %. 

L’ensemble est porté à reflux pendant 10 min. Après avoir laissé reposer 5 minutes 

on ajoute 20 ml d’eau distillée. Après décantation,  les esters méthyliques sont 

extraits 3 fois 20 ml d’hexane. La phase hexanique est lavée plusieurs fois par de 

l’eau distillée jusqu’à neutralisation, séchée sur sulfate de sodium anhydre, filtrée 

puis évaporée sous pression réduite. Les esters méthyliques sont conservés au 

réfrigérateur à 6°C. 

b. Par estérification baso-catalyée : 100 mg d’huile brute ou de triacylglycérols sont 

dissous dans 1 ml de pentane. On ajoute 5 ml d’une solution méthanolique de 

méthylate de sodium 0,2 N. L’ensemble est porté à reflux pendant 10 minutes. Les 

composés minéraux sont dissous par addition de 5 ml d’eau distillée. Après 

décantation, la phase organique contenant les esters méthyliques est extraite par 3 

fois 10 ml d’hexane. La phase hexanique est ensuite neutralisée par lavage à l’eau 

distillée, séchée sur NaB2B SOB4B, filtrée puis évaporée sous pression réduite. 

 

3.2. Analyse des EMAG par chromatographie en phase gazeuse (CPG) 

Les EMAG sont solubilisés dans de l’hexane anhydre de qualité analytique à raison 

de 0,5 mg/ml et 1 µl de cette solution sont injectés. Les conditions d’analyse sont les 

suivantes :  
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- Chromatographe de type PERKIN-ELMER  Auto-System gas-chromatography 

muni d’un détecteur à ionisation de flamme FID. 

- Colonne capillaire Carbowax  60 M. 

- Programmation de température de 160°C à 220°C à raison de 1°C par minute. 

- Température de l’injecteur à 240°C.  

- Température de détecteur à   250°C. 

-l’azote est le gaz vecteur à la pression de 34 kPa. 

 

3.3. Composition de l’huile en acides gras libres 

3.3.1. Préparation de la résine ambérlite A-26 

Une quantité de 20 g de résine utilisé pour la fixation des acides gras libres est 

activée par agitation pendant une heure avec 100mL d’une solution aqueuse de soude 1N, 

ensuite lavée par trois fois 100 mL d’eau distillée, puis ensuite rincée par trois fois de 

méthanol. La résine est conservée dans le méthanol et utilisée dans 24 heures qui suivent sa 

préparation. 

3.3.2. Préparation in situ des esters méthyliques des acides gras  

Dans un ballon de 100 mL, on solubilise 1 g d’huile dans 20 mL d’éther. On ajoute 5 

g de résine ambérlite A-26 déjà préparée. Le mélange est recouvert par le papier 

d’aluminium et agité à température ambiante pendant une heure. On filtre la résine et on 

lave par 10 mL d’éther et 20 mL de méthanol distillé. La résine est ensuite séchée sous 

courant continu d’azote, et introduite dans un flacon à sertir, on ajoute 2 mL d’une solution 

méthanolique de trifluorure de bore à 10%. Le flacon serti est porté pendant une heure au 

bain d’huile à 70°C. Les esters méthyliques sont extraits trois fois par 20 mL d’hexane, 

puis séchés sur sulfate de sodium anhydre. Après filtration et évaporation du solvant sous 

pression réduite à 40°C, les esters méthyliques sont repris dans 2 mL d’hexane et on 

analyse 1 µL de la solution par chromatographie en phase gazeuse avec les conditions 

précédentes celles utilisées pour les acides gras totaux. 
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4. Etude des triacylglycérols 

4.1. Purification des triacylglycérols 

Les triacylglycérols purifiés sont obtenus par chromatographie de l’huile brute sur 

colonne ouverte de silice. 5 g de silice sont mis en suspension dans l’éther de pétrole 

anhydre puis transvasés dans une colonne en verre de 1 cm de diamètre interne. Environ 

100 mg d’huile sont dissous dans un minimum de chloroforme et déposée en tête de 

colonne. L’élution est réalisée par 60 mL de benzène anhydre. Les triacylglycérols purifiés 

sont obtenus après avoir évaporé le solvant sous pression réduite. 

4.2. Chromatographie liquide à haute performance de triacylglycérols  

Les triacylglycérols sont dissous dans le chloroforme afin d’obtenir une solution à 

100 mg/ml. La chromatographie s’effectue selon les conditions expérimentales suivantes : 

- Colonne :RP 18 Lichrospher 100(5µm) de 25 cm de long et de 4 mm de 

diamètre interne, munie d’une précolonne de même type. 

- Eluant :acétone /acétonitrile dans le rapport 75/25 v/v 

- Débit :1 ml/min  

 - Détection :réfractomètrie différentielle 

 - Température de four :30°C 

- Injection :20µL. 

 

5. Analyse des acides gras en position sn-2 du glycérol  

5.1. Digestion enzymatique  

Une quantité de 500 mg de triacylglycérols, préalablement purifiée sur colonne 

ouverte de silice, est placée dans un tube à centrifuger à vis de 100 ml en présence de 2,5 

ml de cholate de sodium (émulsifiant) et de 10 ml de chlorure de calcium à 22% (les ions 

de Ca : cofacteur de la lipase pancréatique). L’ensemble est placé dans un bain marie 

thermostaté à 40°C sous agitation magnétique pendant 10 min afin que l’équilibre 

thermique se réalise. 

223 



 

 

Au temps t=0, on ajoute 10 ml d’une suspension de lipase à 60mg/ml dans du tris 1M 

à pH =8. 

La réaction se déroule pendant 10 min puis en agite au vibreur pendant 5 min. On 

provoque l’arrêt de la réaction par ajout de 1 ml d’HCl 6 N. 

Les produits d’hydrolyse ainsi obtenus sont extraits par trois fois 20ml d’éther. Les 

trois fractions sont ensuite rassemblées dans une ampoule à décanter et lavées trois fois par 

de l’eau distillée, séchées sur sulfate de sodium anhydre, filtrées et évaporées sous pression 

réduite à 40°C. 

5.2. Traitement des produits de digestion  

Les produits de la digestion  sont séparés par chromatographie  préparative sur 

couche mince de silice (Kieselgel Si 60 FB254B de 20 cm de côté et de 0,2 mm d’épaisseur). 

Le développement de la plaque se fait dans un système de solvant anhydre hexane/éther 

/acide formique (70 :30 :1-v/v). Deux migrations successives sont nécessaires. La mise en 

évidence des différentes fractions se fait par la visualisation des spots à l’aide d’une lampe 

UV. Les monacylglycérols (RBf B=0,29) sont récupérées et désorbés par 100 ml d’un mélange 

de solvant anhydre chloroforme/méthanol (90 :10-v/v) à froid sous agitation magnétique 

pendant 2 heures. L’extrait est ensuite filtré et évaporé sous vide partiel. Les acides gras 

des monoacylglycérols sont transformés en esters méthyliques par transestérification baso-

catalysée. 

 

5.3. Analyse des esters méthyliques des acides gras en position sn-2 du glycérol  

Les esters méthyliques des acides gras en position sn-2 du glycérol sont analysés par 

chromatographie en phase gazeuse en utilisant les mêmes conditions précédentes. Après 

identification des acides gras en position sn-2, les acides gras en position [1+3] sont 

calculés grâce à la relation suivante : 

AG[1+3]= 3(AGtot%)-(AG en sn –2%)/3 
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6. Etude de la fraction insaponifiable 

6.1. Obtention de l’insaponifiable  

On lave la phase éthérée obtenues lors de la saponification par de l’eau distillée 

jusqu’à pH neutre, on sèche sur sulfate de sodium anhydre, on filtre et on évapore le 

solvant sous pression réduite, on obtient l’insaponifiable, on sèche le résidu à l’étuve 

réglée à 103°C jusqu’à poids constant, on obtient ainsi la teneur en insaponifiable de 

l’huile. 

6.2. Analyse de l’insaponifiable par chromatographie sur couche mince : 

On utilise des plaques de silice 60FB254B de 1 mm d’épaisseur, après avoir lavé la 

plaque à l’éther, on la sèche et on l’active par passage à l’étuve à 60°C. On dépose dans 

une gorge de 16 cm de long, environ 100 mg d’insaponifiable dissous dans 1 ml de 

chloroforme. La migration se fait dans une cuve chromatographique saturée par un 

mélange hexane/éther (7 :3-v/v), on réalise deux migrations successives, on sèche la 

plaque. On visualise les différents spots correspondants aux différentes classes de 

constituants de l’insaponifiable. L’utilisation de témoins comme le tocophérol, le 

lanostérol, le cholestérol permet de localiser respectivement les classes tocophérol, alcools 

triterpèniques, ∆B5B-stérols. Par polarité croissante, on observe les hydrocarbures et pigments 

très peu polaires avec un RBfB proche de l’unité, on identifie ensuite les tocophérols, les 

alcools triterpèniques, les méthyls 4-stérols, les ∆B5B-stérols, et les∆B7Bstérols. 

 

6.3. Analyse des stérols   

a. Préparation de la plaque : on utilise les mêmes plaques que celles employées lors de 

l’analyse de l’insaponifiable. On gratte les bandes correspondantes à celles des stérols, 

on désorbe la silice par trois fois 100 ml de chloroforme à reflux pendant 20 min, après 

filtration et évaporation du solvant sous pression réduite, on obtient les composés 

stéroliques libres. 

b. Préparation des dérivés silylés : l’analyse des stérols par chromatographie en phase 

gazeuse nécessite une silylation préalable. Les composés  stéroliques sont mis dans un 
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erlen meyer et on ajoute 2 ml d’un mélange de hexaméthyldisilizane (HMDS) et 

triméthylchlrosilane(TMS) de proportion (8 :2 v/v). Le mélange est chauffé à 50°C 

pendant 10 min. On additionne au mélange réactionnel 10 ml d’eau distillée et on 

extrait les stérols silylés par trois fois 10 ml de dichlorométhane. On lave la phase 

organique successivement par 10 ml d’eau distillée. On sèche sur sulfate de sodium 

anhydre, on filtre et on évapore le solvant sous pression réduite. 

c. Analyse des stérols silylés : l’études des composés stéroliques silylés est faite sur un 

chromatographe Perkin Elmer Auto system équipé d’une colonne capillaire DB.5 (30 

mX0, 25 mm) et 0,25 µm d’épaisseur du film couplé à un détecteur de masse HP-5973 

(Hewlett-packeard,Palo Alto,CA USA) ; les conditions d’analyse sont les suivantes : 

- température du four avec programmation de 50°C à 190°C  à raison de 

20°C/min, isotherme à 190°C pendant 14 min, et une croissance à 230°C à 

raison de 20°C/min, isotherme à 230°C pour 10 min, puis jusqu’à 270°C à 

raison de 20°C/min et en fin isotherme à 270°C pendant 8 min. 

- température de l’injecteur est de 280°C 

- débit du gaz vecteur (hélium) est 1 ml/min 

- les conditions de détecteur de masse sont : sources d’ions 230°C, énergie 

d’impact électronique est 70 eV. 

 

7.  Dosage et analyse des tocophérols  

7.1. Dosage des tocophérols totaux  

La quantification des tocophérols totaux est réalisée selon la méthode D’emmerie-

Engel modifiée par le comité des Méthodes Analytiques de la « Vitamine E Panel 

Society ». Le dosage est effectué sur l’huile brute.  100 mg d’huile sont solubilisées par le 

benzène dans une fiole jaugée de 50 ml jusqu’au trait de jauge. 5 ml de cette solution sont 

prélevées et introduites dans une fiole de 10 ml avec 0,5 ml d’une solution alcoolique 

d’orthophénantroline à 0,4% et 0,5 ml d’une solution alcoolique de chlorure ferrique à 

0,12%. On ajuste à 10 ml avec l’alcool éthylique absolu. 
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La densité optique de cette solution est lue à 510 nm contre l’éthanol absolu. Un 

blanc est effectué en remplaçant les 5 ml de solution de tocophérols par 5 ml de benzène. 

Une courbe d’étalonnage établie à partir d’une solution benzènique d’α-tocophérol 

commercial permet de déterminer la teneur en tocophérols de l’huile étudiée. 

7.2. Identification des tocophérols individuels par CLHP : 

L’analyse est réalisée aussi sur l’huile brute. Une quantité de 500 mg d’huile est 

solubilisée dans 500 µl d’éthanol de qualité analytique. L’analyse est effectuée sur un 

chromatographe de type WATERS 2690, équipé d’une colonne apolaire (RP18) 25 cm de 

long et de 4,6 mm de diamètre interne, la phase mobile est un solvant isocratique d’un 

mélange de méthanol :acétonitrile de proportion 70 :30 v/v, le débit est de 1 ml/min. La 

détection est effectuée par fluorescence (longueur d’onde d’excitation 298 nm et celle de 

l’émission est de 330 nm). 

L’identification des tocophérols présents dans l’huile est réalisée à l’aide des 

chromatogrammes des solutions standards des tocophérols injectés dans les mêmes 

conditions. La quantification des tocophérols individuels est réalisée par la méthode 

d’étalonnage externe. 

 

8. Méthode d’extraction des composés phénoliques  

L’objectif de l’étape de l’extraction est de séparer les substances phénoliques de la 

poudre solide et de les faire passer en solution. Cette étape comporte trois sous étapes :  

8.1. Extraction des phénols  

Une quantité de 5 g de chaque partie est broyée très finement. La poudre obtenue est 

macérée avec 100 ml d’un mélange de méthanol :eau  (8 :2 v/v). L’ensemble est agité à 

froid pendant 24 heures .L’extrait est filtré et le résidu est repris deux fois avec un volume 

de 50 ml de même solvant. Les trois extraits sont rassemblés, on obtient alors un extrait 

hydro-alcoolique brut.   
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8.2. Dépigmentation   

 On évapore le méthanol sous pression réduite à 40°C. La phase aqueuse est lavée 

plusieurs fois avec demi volume d’éther de pétrole jusqu’à l’épuisement des pigments. 

 

8.3. Purification  

La phase aqueuse est ensuite extraite trois fois à l’acétate  d’éthyle, après adjonction 

des solutions aqueuses de 20 % de sulfate d’ammonium et 2% d’acide ortho-phosphorique 

qui facilitent le passage des composés phénoliques dans la phase organique. Les extraits 

organiquessont regroupés et séchés en ajoutant une quantité suffisante du sulfate de sodium 

anhydre. L’extrait est alors évaporé sous pression réduite à 40°C. Le résidu est repris par 5 

ml dans le méthanol donnant ainsi l’extrait phénolique purifié qui est conservé à une 

température de 6°C. 

9. Dosage des phénols totaux  

Le contenu phénolique de chaque partie a été déterminé par la méthode de Folin-

Ciocalteu en utilisant l’acide gallique comme étalon. Une courbe d’étalonnage a été 

obtenue par des solutions d’acide gallique de concentration allant de 0,064 à 0,256 mg/ml. 

100 µl de chaque solution ont été introduits dans des tubes à essai de 200X25 ml, suivis de 

l’addition de 0,5 ml d’une solution de réactif de  Folin-Ciocalteu dilué à 10 fois dans l’eau 

distillée et 1,5 ml d’une solution aqueuse de carbonate de sodium à 20 % et 1 ml d’eau 

distillée. Les solutions ont été secouées immédiatement et bien homogénéisées, puis elles 

sont maintenues à l’obscurité pendant deux heures à la température ambiante. 

L’absorbance de chaque solution a été déterminée à 755 nm contre un blanc (même 

solution précédente à l’exception de l’acide gallique. Les extraits  phénoliques des 

différentes parties sont traités de la même façon et qui à la place de 100µl de la solution 

d’acide gallique on prend 100 µl d’extrait. 
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10. Quantification des flavonoides  

La méthode de quantification des flavonoïdes est basée sur la complexation  des 

flavonoïdes avec le chlorure d’aluminium. Des solutions étalons ont été préparées d’une 

solution mère de la rutine de concentration de 0,2 mg/ml (solution méthanolique). 1 ml de 

chaque solution est mélangé avec 1 ml d’une solution méthanolique de 2 % de chlorure 

d’aluminium. Après incubation à l’obscurité et à température ambiante pendant 15 min, 

l’absorbance du mélange est déterminée à 430 nm contre un blanc de méthanol. On trace la 

courbe d’étalonnage de la rutine. Pour les extraits des différentes parties étudiées et après 

des dilutions faites on suie les mêmes étapes. A partir des valeurs d’absorbance mesurées 

on calcule la quantité des flavonoides dans partie de la plate étudiée.  

 

11. Analyse des extraits par CLHP   

L’analyse de la chromatographie liquide à haute performance a été effectué à l’aide 

d’un chromatographe équipé d’une colonne RP18 et un détecteur à barrette de d’iode 

(Agillent 1100). Deux mélanges de solvants ont été utilisés pour l’élution :A= 

H2O :H3PO4(0.05%) et B=CH3CN. Le profil du gradient est le suivant : 

Le débit est de 1ml/min, la température est de 30°C. La détection à été effectué de 

200 à 800 nm. La quantité injectée est 20 µl. Quelques phénols standards ont té injectés 

dans les mêmes conditions afin d’identifier les phénols existants dans nos échantillons.  

 

12. Détermination du pouvoir antioxydant  

12.1. Test chimique   

Le radical ABTS est produit en réagissant 10 ml d’une solution d’ABTS [2,2’-

azinobis-(3-éthylbenzthiazoline-6-sulphonic)] de concentration de 20 mM avec 100 µl 

d’une solution de persulfate de potassium KB2BSB2BOB8B, le mélange est gardé à l’obscurité 

pendant 24 heures à la température ambiante. 1 ml de cette solution est diluée par 25 ml 

d’une solution tampon phosphatée à pH=7.4. La solution tampon est préparée en 
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mélangeant 1.7907 g de NaB2BHPOB4B-12 HB2BO, 0.78 g de NaHB2BPOB4B-2HB2BO et 9.0 g de NaCl 

dans un litre d’eau distillée. 

La solution du radical préparée est incubée pendant 15 min  dans un bain marie à 

30°C. La densité optique de cette solution à la longueur d’onde de 734 nm doit être égale à 

0.70 +- 0.02 nm. 

Une quantité de 10 µl de chaque extrait phénolique dilué est ajoutée à une cuvette 

contenant 1 ml de la solution du radical ABTS pour avoir une inhibition d’absorbance de 

20à 80%. La valeur de TEAC (Capacité Antioxydante Equivalente de Trolox) de chaque 

extrait est calculée en traçant une courbe d’étalonnage du pourcentage d’inhibition I% du 

radical ABTS en présence du Trolox en fonction de la concentration C( mM). 

 

12.2. Test biologique   

Pour réaliser ce test, le sang est récupéré sur un anticoagulant EDTA quarante huit 

heures au maximum avant la réalisation du test. La réaction a lieu dans une plaque multi 

puits ou 100 µl dilués 50 fois dans l’eau physiologique sont mélangés avec 85 µl d’une 

solution AAPH [2,2’-azobis (2-amidinopropane ) chloride ] de concentration 20 mg/ ml et 

85 µl de l’extrait phénolique à différentes concentrations. La plaque est alors agitée pour 

homogénéiser le milieu réactionnel puis immédiatement lue dans spectrophotomètre 

IEMS(LABSYSTEMS), pour évaluer la variation de la densité optique due à 

l’hémoglobine relarguée dans le milieu. La longueur d’onde du spectrophotomètre est fixée 

à 450 nm. 

 

13. Estimation de l’activité inhibitrice des extraits sur la carboxylesterase   

L’activité enzymatique de la carboxyesterase (CER) est dosée sur le substrat para-

nitrophényl acétate (PNPA). La CER hydrolyse ce substrat et libère le para-nitrophénol. 

Le milieu réactionnel de volume 250µl incubé à 37 °C contient 10 µl de substrat de 

concentration finale 10 mg/ml et 200 µl d’une solution tampon de pH=8. La cinétique 

enzymatique débute par addition de 20 µl d’enzyme CER de concentration 10 mg/ml 
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diluée 200 fois dans la solution tampon et son évolution est suivie par 

spectrophotométrie à 410 nm. L’activité inhibitrice des extraits phénoliques est étudiée 

en introduisant 20 µl d’extrait à différentes concentrations. La représentation graphique 

de la relation 1/V=f([phénols]), nous permis de connaître le type de l’inhibition et de 

calculer les constantes cinétiques Ki en présence de chaque extrait. 
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