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 ملخص

 حموضته  معكر، ومظهرذو لون بني محمر يميل إلى الأسود مع رائحة زيتون قوية   متبقي،سائل مائي  عنالمرج هو عبارة 

 الأملاحمن  0.5-2٪  عضوية و المواد   / لتر من    غ16.7- 81.6  الماء، 83-96 % من  يتكون5.7و  4.7بين  تتراوح ما  

 البيئة،ينتج عنه تأثير سلبي على  وبالتالي،وغالبًا ما يتم تركه في البيئة.  لا يخضع المرج بشكل عام إلى أية معالجة  معدنية.ال

 غ16.5- 190و  ) ل  /غ0.002- 11.5  (وجه الخصوص المركبات الفينولية  علىوالسامة  العضوية   بسبب احتوائه على المواد

 .حموضته العالية و وملوحته ،DBOلتر/  غ 41.3- 46وDCO  لتر /

والكمية   النوعية  التحليلات  أن  CLHP أظهرت  المرج  المركبان tyrosol و  hydroxytyrosol لمستخلصات   هما 

 / مغ345و  1225وكانت تركيزاتهما في بعض المستخلصات التي تم تحليلها على التوالي    اكتشافهما،الرئيسيان اللذان تم  

 .لتر

أن   إلى  الدراسات  من  العديد  الأكسدة.  hydroxytyrosol لخصت  مضادات  أقوى  أحد  في   ونجحتهو  أخرى   دراسات 

 . الأكسدة لمضاداتقويًا  طانشا  يمنح تبرير وجود مجموعتين من الهيدروكسيل في وضعية أورثو

 ميكروغرام / مل قادر على التسبب في تثبيط كامل لنمو السلالات 400 (hydroxytyrosol) عند   يروسولتهيدروكسي  

 واثنان من  (Staphylococcus aureus)و   (Streptococcus pyogenes) التالية: نوعان من البكتيريا موجبة الجرام 

 acide gallique ) حمض الغاليك ) كما ان   Klebsiella) )و  (Escherichia coli) الجرامالبكتيريا سالبة 

عند   مل    400و200فعالاً   / على   (Staphylococcus aureus) وStreptococcus pyogenes)  (ضدميكروغرام 

 . ليس ضد سالبة الجرام التوالي، ولكن

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 الميكروبات مضادات خاصية CLHP,  ,الكيميائي التحليل  ,الاستخلاص ,الفينولية المركبات ،المرجالكلمات المفتاحية: 

 .الأكسدة مضادات خاصية,



 

 ii 

Abstract 

Olive mill wastewater appear as a residual aqueous liquid, reddish brown to black in color with 

a strong olive odor and a cloudy appearance, a slightly acidic pH ranging between 4,7 and 5,7, 

consisting of: 83-96% water, 16.7 - 81.6 g / l of substances organic and 0.5-2% mineral 

substances. Olive mill wastewater generally do not undergo any treatment and are often dumped 

in nature. Thus, it results a negative impact on the environment, due to their high load of toxic 

organic matter (particularly phenolic compounds 0.002-11.5 g/l), their COD (16.5-190g / L) 

and BOD (41.3-46 g / L), their high salt load and their acidic pH. 

The qualitative and quantitative HPLC analyzes of the extracts of olive mill wastewater showed 

that hydroxytyrosol and tyrosol were the main compounds detected, their concentrations in 

some analyzed extracts were respectively 1225 and 345 mg / l. 

Several studies have concluded that hydroxytyrosol is one of the most powerful antioxidants. 

Other studies have succeeded in justifying that the presence of two hydroxyl groups in the ortho 

position confers a strong antioxidant activity. 

Hydroxytyrosol at 400 μg/ mL is able to cause complete inhibition of the growth of the 

following strains: Two-gram positive bacteria (Streptococcus pyogenes and Staphylococcus 

aureus) and two-gram negative bacteria (Escherichia coli and Klebsiella). Gallic acid was 

effective at 200 and 400 μg /mL against Staphylococcus aureus and Streptococcus pyogenes, 

respectively, but not against gram negative. 

 

 

 

 

 

 

 

Keywords : Olive mill wastewater, Phenolic compounds, Extraction, Chemical Analysis, 

HPLC, Antimicrobial propertie, Antioxidant propertie. 



 

 iii 

Résumé 

Les margines apparaissent sous la forme d'un liquide aqueux résiduel, de couleur brun rougeâtre 

à noir avec une forte odeur d'olive et un aspect trouble, un pH légèrement acide compris entre 

4,7 et 5,7, constitué de : 83-96% d'eau, 16,7 - 81,6 g / l de matières organiques et 0,5-2% de 

sels minéraux. Généralement, les margines ne subissent aucun traitement et souvent rejetées 

dans l'environnement. Ainsi, il en résulte un impact négatif sur l’environnement, en raison de 

leur charge en matière organique toxique (en particulier les composés phénoliques 0,002 - 

11,5 g/L), leur DCO (16,5 - 190 g/L) et DBO (41,3 - 46 g/L), leur salinité élevée et leur pH 

acide. 

Les analyses par CLHP qualitatives et quantitatives des extraits des margines ont montré que 

l'hydroxytyrosol et le tyrosol étaient les principaux composés détectés, leurs concentrations en 

certains extraits analysés étaient respectivement de 1225 et 345 mg / l. 

Plusieurs études ont conclu que l'hydroxytyrosol est l'un des antioxydants les plus puissants. 

D'autres études ont réussi à justifier que la présence de deux groupements hydroxyles dans la 

position ortho confèrent une forte activité antioxydante. 

Il a été signalé que l'hydroxytyrosol à 400 μg / mL est capable de provoquer une inhibition 

complète de la croissance des souches suivantes : deux bactéries à gram positives 

(Streptococcus pyogenes et Staphylococcus aureus) et deux bactéries à gram négatives 

(Escherichia coli et Klebsiella). L'acide gallique était efficace à 200 et 400 μg / mL contre 

Staphylococcus aureus et Streptococcus pyogenes, respectivement, mais pas contre gram 

négatif. 

 

 

 

 

 

 

Mots-clés : Margines, Composés phénoliques, Extraction, Analyse Chimique, CLHP, 

Propriétés antimicrobiennes, Propriétés antioxydantes. 
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La culture des oliviers fait partie de la tradition méditerranéenne car l’olivier est une plante 

emblématique de civilisation chez les méditerranéens et en même temps un délice nécessaire 

sur leurs tables [1]. En effet, il n’est pas étrange que leur culture se trouve dans la plupart de la 

superficie mondiale, entre autres, dans le bassin méditerranéen.  C’est dans cette région que se 

concentre 95 % de la production et 85 % de la consommation mondiale [2]. 

Selon les chiffres provisoires de la direction de la régulation de la production agricole, l’Algérie 

compte environ 6,2 x 106 oliviers cultivés sur une superficie de 471657 ha [3]. La plupart des 

pays du bassin méditerranéen produisent environ 97.5% de la production mondiale de l’huile 

d’olive, cette production a un impact vital sur le développement socio-économique de ces pays 

méditerranéens[4].Parmi les principaux pays méditerranéens, l'Algérie qui se positionne après 

l’Espagne, l’Italie, la Grèce, la Tunisie et le Maroc qui sont par ordre d’importance, les plus 

gros producteurs de l’huile d’olive [5]et à l’échelle mondiale, elle est le 9ème pays producteur 

de l’huile d’olive avec une production de 80.000 tonnes en 2017/2018 de la production 

méditerranéenne[6]. 

Le développement du secteur oléicole a autorisé aux équipements modernes de prendre la place 

des systèmes traditionnels afin d’obtenir une huile d’olive de haute qualité [1]. Bien que le 

principal produit soit l’huile, les huileries rejettent deux sous-produits résiduels, l’un solide 

appelé grignon et un résidu liquide appelé margine [7]. La problématique de l’élimination des 

margines est confrontée par tous les pays méditerranéens producteurs de l’huile d’olive, dont 

l’Algérie qui a une production de 200.000 tonnes de margines/ an [6]. 

Les margines sont des eaux de végétation générées lors de l'extraction de l'huile 

d'olive vierge. Ces effluents sont riches en matières organiques (composés phénoliques, lipides, 

sucres, protéines…) et en sels minéraux (potassium, sodium, magnésium...). Fréquemment, 

elles sont épandues de manière incontrôlée sur les sols agricoles ou stockées dans des bassins 

d’évaporation à proximité des huileries, causant aux systèmes eau-sol-plante une pollution 

inévitable [8]. Elles présentent une certaine toxicité due à un pH acide et une richesse en matière 

organique, plus précisément les polyphénols [9,10], ces derniers sont difficilement 

biodégradables [11]. Plusieurs études ont prouvé les effets négatifs de ces effluents sur la 

population microbienne du sol [12,13], sur les plantes durant la germination et la croissance des 

graines [14,15], sur l’écosystème aquatique [16] et même au milieu de l’air [17]. Tous les 

traitements physico-chimique et biologique des margines, afin de réduire leur impact sur 

l'environnement, restent toujours insuffisants et coûteux [8]. Dans le souci de réduire les coûts 

de ces traitements et la diminution de leurs rejets, des recherches sont orientées sur leur 
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valorisation en appliquant des traitements préliminaires permettant d’extraire des sous-produits 

ayant des rôles bénéfiques divers, car il a été confirmé que les polyphénols des margines sont 

des substances possédant un large spectre d'activité biologique (antioxydant, antimicrobien, 

etc.)[10,18], ce qui permet de valoriser les résidus de l’huile d’olive en source d’antibactériens 

et d’antioxydants naturels [10,19] et les utiliser dans de nombreuses applications des industries 

pharmaceutique, cosmétique et alimentaire [18]. 

Dans notre mémoire, l’objectif visé est une étude approfondie dans les recherches réalisées sur 

les polyphénols des margines, ainsi que leurs potentiel antimicrobien et l’activité antioxydante.  
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I. Généralités sur l’olivier   

I.1. Historique de la culture de l’olivier  

Parmi les plus vieux arbres cultivés dans le monde apparaît l’olivier [20]. Il a été mentionné 

dans des livres plusieurs fois. Dans le Coran, l’olive a été cité six fois dans différents endroits 

parmi lesquels sourate « Al-Tine », aussi il a été cité dans la Bible et l’Evangile [21]. 

L'histoire de l'olivier se confond avec la naissance de civilisations des pays du bassin 

méditerranéen [22], donc, il est très difficile de reconnaître la renaissance de l’olivier. Des 

fossiles de feuilles datant de six millions d’années ont été découverts à Mongardino en Italie, 

et des restes d’arbres du XIIème millénaire avant Jésus-Christ (av-J-C) en bordure du Sahara. En 

méditerranée orientale, des feuilles fossilisées datées de 37000 ans av-J-C ont été trouvées à 

Santorin, île de la mer Egée [23]. 

I.2. Caractérisation et origine botanique de l’olivier  

L’olivier appartient à deux sous-espèces, le type sauvage Olea europaea sylvestris et le type 

cultivé Olea europaea sativa [24]. 

L’olivier est un arbre méditerranéen, à un tronc tortueux et une écorce grisâtre, crevassée, sa 

hauteur peut atteindre 6 à 8 mètres. Ses feuilles persistantes lancéolées et coriaces, leur face 

inférieure est blanc argenté et leur face supérieure vert grisâtre. Ses fleurs sont petites à quatre 

pétales de couleur blanche et sont réunies en grappes dressées. Ses fruits connus par le nom 

olive, sont des drupes ovoïdes à noyau dur fusiforme, leur couleur verte puis noire à 

maturité.[25]. Le tableau 1 présente la classification botanique de l’olivier. 

Tableau 1: Origine botanique de l'Olea europea [25] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Règne Plantae 

Embranchement Magnoliophyta 

Sous-embranchement Magnoliophytina 

Classe   Magnoliopsida 

Sous-classe Dialypétales 

Ordre Lamailes 

Famille Oleaceae 

Genre   Olea 

Espèce Olea europea 
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I.3. Grain d'olive 

L’olive est le fruit de l’olivier, c’est une drupe charnue de forme ovoïde, de tailles variables et 

leur poids varie entre 2 à 12 g. Selon le degré de maturation de l’olive, la couleur varie du vert 

léger au noir, passant par le rose violacé [26]. 

Sa composition dépend du sol, du climat et la variété de l'olive, leur contenu est composé du 

noyau (17,3% - 23%), d’amandon (2% - 5,5%), d’épicarpe (2% - 2,5%) et de la pulpe (71,5% 

-80,5%) par rapport au poids sec de l'olive [27]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1: Composition de l’olive [27] 

I.4. Huile d’olive  

L’huile d’olive est un pur jus provenant uniquement du fruit de l’olivier à partir d’une série 

d’opération physiques , elle est la meilleure huile végétale et la plus recommandée car non 

seulement, elle est appétissante mais aussi elle est très stable, difficilement oxydable, riche en 

acide oléique et linoléique, faible en acide gras saturé et  aucun additif n’est ajouté pour allonger  

sa durée de vie, car elle contient naturellement des antioxydants qui lui permettent de résister 

au rancissement. Toutes ces caractéristiques justifient l'importance de l'utilisation de cet 

excellent produit pour la consommation culinaire et médicinale [28]. 

II. Technologie d’obtention de l’huile d’olive  

Les méthodes d’extraction de l’huile d’olives les plus utilisés par les huileries sont le système 

discontinu par presse et le système continu avec centrifugation à trois phases ou à deux phases. 

Ces industries produisent, mis à part « l’huile d’olive » des sous-produits tels que les margines 

(eaux de végétation) et les grignons d’olives. 
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II.1. Synoptique de fabrication de l’huile d’olive  

Le principal objectif de la culture de l’olivier est la production de l’huile d’olive par l’utilisation 

uniquement des méthodes mécaniques ou physiques pour produire la plus grande quantité 

d’huile possible sans altération de sa qualité d'origine. 

Le processus d'extraction de l’huile d’olive est toujours le même, en passant par quatre grandes 

opérations : les opérations préliminaires, le broyage ; le malaxage et la séparation des phases 

liquides : huile et eau [28]. 

II.1.1. Opérations préliminaires  

Dans le but du nettoyage des olives, donc dès leur arrivée chez un moulinier, elles sont pesées 

et passées dans un système de laveuse-effeuilleuse qui va les laver et d’en retirer les impuretés 

(terre, cailloux, feuilles…) qui viennent avec l'olive [29]. 

II.1.2. Broyage  

Dans le but de détruire les cellules des olives afin de libérer leur contenu nécessaire pour réaliser 

le broyage des olives, qui sont réduites en une pâte plus ou moins homogène qui devra, ensuite, 

être malaxée [29]. 

II.1.3. Malaxage  

Le malaxage permet d’homogénéisation de la pâte et la coalescence des gouttes d’huile : les 

micro-gouttelettes d'huile qui viennent d’être sorties de leurs lipovacuoles cellulaires vont se 

réunir afin de former des grosses gouttes pour faciliter leurs extractions de la pâte [29]. 

II.1.4. Séparation des phases  

Cette opération consiste à [28] : 

➢ La séparation des phases liquides-solides : après le broyage et le malaxage, on obtient   

d’une pâte qui contient la matière solide et fluide. La matière solide appelée grignon est 

formée de débris de noyaux, d’épiderme de parois cellulaires et l'autre partie qui est 

fluide contient l'huile et l'eau de végétation connue par le nom : margine. 

➢ La séparation des phases liquides-liquides : Les deux phases aqueuse et huileuse se 

séparent par une simple décantation ou par centrifugation. Cette séparation est basée sur 

la différence de densité entre l’huile d’olive et l’eau de végétation. 

II.2. Différents types d’extraction de l’huile d’olive  

L’extraction de l’huile d’olive est réalisée par trois méthodes principales. 
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II.2.1. Système d’extraction discontinu par presse  

Ce système de presse correspond à un procédé discontinu qui est une méthode traditionnelle 

pour produire l’huile d’olive. En effet, dans un premier temps, le broyage des olives avec des 

moulins équipés de meules de granite : la rotation de la pierre et son poids vont détruire et 

libérer le contenu cellulaire des drupes des olives. Au bout d’une demi-heure environ, une pâte 

est obtenue, elle est composée de grignons et d’un moût contenant l’huile et la margine. Ensuite, 

cette pâte est transférée dans des scourtins (disques en fibres coco ou de nylon) placés dans la 

presse hydraulique qui va servir à la séparation des phases liquide et solide. Les grignons 

demeurent dans les scourtins, la phase liquide est collectée dans une cuve à décantation pour 

séparer la phase aqueuse (margine) et la phase organique (huile).[29]. 

II.2.2. Système d’extraction continu avec centrifugation  

Le progrès technologique a permis le développement des installations automatisées et moins 

ennuyeuses que les presses : il s’agit d’un système d’extraction en continu avec deux 

centrifugations (horizontale et verticale). Ces installations continues ont permis de réduire la 

durée de stockage des olives et leurs coûts de transformation [29]. 

II.2.2.1. Système d’extraction en continu avec centrifugation à trois phases  

C’est un système de type mouture/centrifugation à trois phases (huile, margine et grignon). Le 

broyage se fait à l'aide des broyeurs mécaniques à marteaux, couteaux ou disques. Ces broyeurs 

sont placés sur un axe entraîné par un moteur électrique à une vitesse de 1000 à 3000 tours par 

minute, alors le fonctionnent en continu permis d'obtenir la pâte instantanément.  Le malaxage 

se fait par rotation lente dans un temps variant entre 15 et 30 minutes. Une fois la pâte d’olive 

est homogénéisée et la coalescence est effectuée, la pâte est donc injectée par une pompe dans 

une centrifugeuse horizontale puis verticale qui permet la séparation de cette pâte en trois 

phases. L'avantage de ce système continu est que le moulinier n’a jamais à manipuler 

directement la pâte d’olive car celle-ci est envoyée automatiquement d’un appareil à un 

autre.[29]. Les inconvénients de ce système sont les suivants [28] : 

• La quantité élevée de l'eau chaude ajoutée lors de l'extraction (40 à 60% du poids de la 

pâte) fait que l’huile extraite se trouve appauvrie en composés aromatiques et 

phénoliques, ces composés passent dans les margines. 

• Des grignons à teneurs élevés en humidité (45 à 55%).  

II.2.2.2. Système d’extraction continu avec centrifugation à deux phases  

Le nouveau procédé technologique pour l'extraction de l’huile d’olive, est réalisé par 

l'utilisation d'une nouvelle centrifugeuse horizontale à deux phases qui ne nécessite pas l’ajout 



 PREMIERE PARTIE   

 

7 
 

d’eau [29], alors il ne procède pas à l’augmentation du volume de margine, ce système est plus 

respectueux de l’environnement [30]. 

 L’avantage principal de ce type de centrifugation est la séparation directe de l’huile d’olive et 

les grignons humides avec un rendement de l'huile d'olive légèrement plus élevé que les autres 

systèmes [29]. Aussi l’huile obtenue par la centrifugeuse à deux phases est une huile très stable 

à cause de sa richesse en polyphénols totaux et en orthodiphénols [28]. 

La figure suivante récapitule les trois systèmes d’extraction selon Hammadi 2006[30] 
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Figure 2: Systèmes d'extraction de l’huile d’olive  
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III. Sous- produits de l’extraction de l’huile d’olive 

La production de l'huile d'olive est l'objectif principal de l'industrie oléicole, mais d'un autre 

côté laisse deux résidus, l’un liquide : margine 30 % et l'autre solide : grignon   50 % par rapport 

aux poids total des olives traitées. [31]. Le tableau 2 regroupe la quantité des sous-produits 

obtenus par les trois types d’extraction [30]. 

 Tableau 2: Quantité du sous-produit obtenu par les trois types d'extraction  

Type d’extraction Grignons (Kg/100Kg d’olives) Margine (Litres /100Kg d’olives) 

Traditionnelle 45.5 75 

Deux phases 75.5   3.6 

Trois phases 57.5 902 

 

III.1. Grignons  

Ce sous-produit est formé de pulpes et de noyaux d’olive, issu de la première pression ou 

centrifugation, on peut valoriser et transformer les grignons en un produit destiné à 

l’alimentation animale, ou en huile après extraction chimique dite « huile du grignon d’olive » 

[32]. 

III.2. Margine ou eau de végétation  

Ce sous-produit liquide aqueux obtenu lors de l’extraction de l’huile d’olive, issue de l’eau de 

végétation des olives et de l’eau ajoutée lors de la trituration au moment du malaxage [33]. Il 

se caractérise par une coloration brune-rougeâtre à noire d’aspect trouble et une odeur qui 

rappelle celle de l’huile d’olive [1]. 

Les margines sont très abondantes dans l’extraction à trois phases à cause des quantités élevées 

d'eaux ajoutées [28] ; elles contiennent un pourcentage négligeable de l’huile et de matière 

solide provenant de la pâte d’olive, ce pourcentage varie en fonction du système d’extraction 

[34,35]. Dans l'aire méditerranéenne, les margines constituent un important facteur de pollution 

à cause de leur charge élevée en matières organiques toxiques, ainsi que leur acidité élevée [36]. 

III.2.1. Caractéristiques physico-chimiques des margines 

La qualité physico-chimique et la quantité des margines dépendent de [37,38] : 

 La variété d’olives. 

 Les conditions climatiques. 

 Le taux de maturation des olives. 

 La saison de récolte. 
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 Le système d’extraction mis en jeu. 

Les margines sont caractérisées par une coloration sombre due à la présence des polyphénols 

[39], une forte odeur, un pH légèrement acide, et une charge inorganique et organique très 

élevée [40,41]et une très grande conductivité électrique [1]. 

 Les caractéristiques physico-chimiques des margines sont consignées dans le tableau 3 : 

Tableau 3: Caractéristiques physico-chimiques des margines 

Paramètres 
 

Gamme des valeurs 
 

Références 

pH 
 

4,7 - 5,7 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

[42] 
 

Conductivité (ms/cm) 5 - 41 
 

   DCO (g/l) 16.5-190 

DBO (g/l) 41.3-46 

Résidus sec (g/l) 
 

11,5 - 102,5 
 

Matières organiques (g/l) 
 

16,7 - 81,6 
 

Acides organiques (g/l) 
 

0,78 - 1 
 

Azote total (g/l) 
 

0,06 - 0,95 
 

Sucres (g/l) 
 

1,3 - 8,79 
 

Lipides (g/l) 
 

1,64 - 9,8 

Polyphénols (g/l) 0.002-11.5 

Salinité 4.7 
[43] 

 

Turbidité NTU 667 

Sels minéraux 0.5-2% 
[44] 

Eau 83-96% 

 

III.2.2. Propriétés microbiologiques des margines 

Dans les margines, seuls quelques microorganismes arrivent à se développer dont les 

champignons et les levures mieux que les bactéries [45], car ils supportent la salinité élevée et 

le pH acide caractéristique de ces effluents.  



 PREMIERE PARTIE   

 

10 
 

Ces microorganismes sont consignés dans le tableau 4[46]. Généralement dans les margines, il 

y a l’absence de microorganismes pathogènes, alors ils ne posent aucun problème hygiénique 

[42,47]. 

Tableau 4: Propriétés microbiologiques des margines 

Levures Flore fongique Flore bactérienne 

Trichosporium cutaneium Aspergillus flavius Pseudomonas sp 

  Cryptococcus albidius Aspergillus candidus 

 Rhodotorula sp  Penicillium negricans Bacillus megaterium 

   Candida sp  Alternaria sp 

  Saccharomyces sp  

 

III.2.3. Composition chimique des margines  

➢ Eau : Les margine sont composées de 83-96% d’eau de végétation contenue dans 

l’olive [44] et de l’eau ajoutée lors de la trituration au moment du malaxage [33]. 

➢ Fraction minérale : Les margines contiennent des quantités significatives de sels 

minéraux [42]. 

Tableau 5: Teneur en éléments minéraux des margines 

Elément Gamme de valeurs 

Plomb (Pb) (μg/l) 6.7-10 

Cadmium (Cd) (μg/l) 0.03-10 

Fer (Fe) (mg/l) 0.45 -20 

Zinc (Zn) (mg/l) 1.7-4.98 

Cuivre (Cu) (mg/l) 0.49-2.96 

Manganèse (Mn) (mg/l) 0.46-20 

Magnésium (Mg) (g/l) 0.03-0.17 

 Calcium (Ca) (g/l)  0.03-0.29 

Potassium (K) (g/l) 0.73-6.1 

Chlore (Cl) (g/l)   0.76-1 

Sodium (Na) (g/l) 0.03-0.13 
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➢ Fraction organique : Les margines sont composées de deux fractions organiques [48] : 

▪ Une fraction insoluble constituée d’une matière en suspension, ce sont les pulpes 

d’olives. 

▪ Une fraction soluble dans la phase aqueuse qui contient les sucres, les composés 

azotés, les vitamines, les acides organiques, les lipides et les composés phénoliques. 

▪ Les sucres : Raffinose, mannose, saccharose, glucose, arabinose et xylose [42,49]. 

▪ Les huiles : La teneur de l'huile dans les margines est 0.02 à 1% [50] et l’acide oléique 

se trouve en grande quantité 65% [51]. 

▪ Les acides organiques : L’acide fumarique, glycérique, lactique et malonique [42,49]. 

▪ Les composés phénoliques : Les margines contiennent des composés phénoliques de 

structures variables : monomères ou polymères [52]. Leur teneur varie entre 0.002-11.5 

g/l [42]. Leur pouvoir polluant est représenté par deux valeurs importantes à savoir le 

DCO (demande chimique en oxygène) et le DBO (demande biologique en oxygène) qui 

peut atteindre respectivement les valeurs suivantes : 16.5-190 g/l et 41.3-46 g/l [42]. 

▪ L’azote : Les margines contiennent, une partie azoté constituée principalement par des 

acides aminés : Acide aspartique, acide glutamique, acide glycine et proline [42,49]. 

▪ Les vitamines : Les margines contiennent les vitamines, en particulier vitamine D dont 

la concentration est de 124 mg/Kg [28]. 

IV. Impact des margines sur l’environnement  

Les huileries d’olive génèrent des grandes quantités de margines et sans aucun traitement au 

préalable sont épandues dans les égouts ou bien directement sur la terre, ce qui résulte un impact 

sur l'environnement notamment une pollution très élevée dans les milieux aquatiques et les sols 

aussi une toxicité sur les plantes et un dégagement de mauvaises odeurs [53]. 

IV.1. Impact sur le sol  

L'épandage direct des margines sur la terre a des effets négatifs non seulement sur la 

composition physico-chimique de la terre mais aussi sur la croissance des plantes et l’activité 

microbienne [54,55], car le pH acide et la salinité élevée des margines ainsi que leurs charges 

en composés phénoliques qui sont phytotoxiques et exercent des effets herbicides (effets 

toxiques aux cultures végétales) aussi, ils provoquent la destruction de la microflore du sol [56]. 

De plus, les margines conduisent à l'augmentation de l’hydrophobicité du sol et la diminution 

de la rétention d’eau et le taux d’infiltration à cause des résidus huileux qui les contiennent [57]. 
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IV.2. Impact sur les eaux  

Les margines possèdent un impact sur les eaux de surfaces (les ruisseaux et les rivières) car 

leurs sombres couleurs à cause de leurs fortes concentrations en composés phénoliques, peuvent 

colorer et polluer les eaux [58]. De plus, leurs très fortes charges en DCO et en DBO empêchent 

l’autoépuration des eaux [59]. 

Le rejet des margines dans les milieux aquatiques qui sont très riches en sucres réducteurs, 

provoque la prolifération des microorganismes et une diminution de la disponibilité de 

l’oxygène pour d’autres organismes vivants ainsi, un déséquilibre de l’écosystème aquatique 

[60]. 

Les margines contiennent des lipides qui forment à la surface de l’eau un film imperméable, ce 

qui empêche le passage de l’oxygène et de la lumière et par conséquent limiter la croissance 

des plantes aquatiques [60]. 

IV.3. Impact sur les plantes  

L’application incontrôlée des margines pourrait inhiber la germination des graines et le 

développement des plantes [61]. 

De l’autre côté, l’application des margines à des doses convenables pourrait être bénéfique pour 

la vie des plantes du fait de la richesse de ces effluents en matières organiques et en éléments 

nutritifs [62]. 

V. Valorisation des margines  

Les margines sont riches en éléments nutritifs minéraux et organiques. Dans ce cas, la recherche 

viserait à mettre au point leur valorisation aussi bien à l’échelle laboratoire qu’à l’échelle 

industrielle [63]. Cette valorisation a pour objectif d’éliminer les composés phénoliques, d’une 

part, d’utiliser les margines dans les domaines de la biotechnologie, de la chimie, de 

l’agriculture et d’autre part, réduire leurs effets négatifs sur l'environnement [64,65]. 

▪ L’utilisation des margines comme fertilisant pour les sols et les cultures [66]. 

▪ Les margines peuvent servir comme milieu favorable pour la production 

d’enzymes par des micro-organismes [67,68]. 

▪ La récupération des composés phénoliques pour les valoriser en tant qu’antioxydants 

naturels. Parmi les composés les plus connus, on peut citer le tyrosol, l’acide caféique 

et l’acide 4-hydroxybenzoïque qui sont très utilisés dans l’industrie agro-alimentaire et 

pharmaceutique [69]. 

▪ Les margines contiennent des sucres libres, des protéines, des acides organiques, et 

des composés phénoliques qui pourraient être utilisés comme source de carbone pour 
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la production de polymères, si le microorganisme choisi est capable de métaboliser ces 

composés [70]. 

▪ L’usage des microorganismes pour la production des protéines d’organismes 

unicellulaires, permettant d’obtenir d’une part, une diminution de la charge polluante 

des margines, et d’autre part, une biomasse protéique, qui peut servir pour 

l’alimentation animale [71]. 

▪ La production de 65 à 70% de biogaz (représenté par le CO2  et le méthane) qui sera 

utilisé comme moyen thermique puis converti en énergie électrique, après la 

transformation de 85% de substances organiques des margines par le processus de 

digestion anaérobique [33].  

VI. Composés phénoliques 

VI.1. Définition 

Les composés phénoliques (CP) ou polyphénols (PP), sont des molécules organiques issues de 

métabolites secondaires des végétaux, on les retrouve dans les plantes, depuis les racines 

jusqu’aux fruits, à l'heure actuelle il y a plus de 8000 structures phénoliques connues [72]. 

L'élément structurel fondamental qui les caractérise est la présence d’au moins un noyau 

aromatique auquel est directement lié au moins un groupe hydroxyle libre ou engagé dans une 

autre fonction. Selon Bruneton, une définition purement chimique semble être insuffisante, 

d’où la nécessité de faire intervenir un critère biosynthétique, pour mieux cerner les limites du 

groupe. Il propose comme définition « dérivé non azoté dont le ou les cycles aromatiques sont 

principalement issus du métabolisme de l’acide shikimique et/ou de celui d’un polyacétate [73]. 

Les deux grandes voies d’aromagénèse qui permettent au végétal de construire le noyau 

aromatique sont la voie de l’acide shikimique et la voie acétate [73] : 

➢  Voie Shikimate : C’est la voie la plus courante, conduit des oses aux acide aminés 

aromatiques (phénylalanine, tyrosine) puis, par désamination de ces derniers, aux acides 

cinnamiques et à leurs très nombreux dérivés : Acides benzoïques, acétophénones, 

lignanes, lignines et coumarines, etc. 

➢ Voie de l’acétate : Elle conduit à des poly-β-cétoesters de longueur variable, les 

polyacétates qui engendrent par cyclisation (réaction de Claisen ou condensation 

aldolique), des composés souvent polycycliques : Isocoumarines, xanthones, quinones, 

etc. 



 PREMIERE PARTIE   

 

14 
 

La pluralité structurale des composés phénoliques due à cette double origine biosynthétique est 

encore accrue par la possibilité, très fréquente, d’une participation simultanée du shikimate et 

de l’acétate à l’élaboration de composés d’origine mixte (stilbènes, pyrones, etc). La 

participation d’un troisième synthon élémentaire le mévalonate est également possible bien que 

moins fréquente : dérivés mixtes du shikimate et du mévalonate comme certaines quinones ou 

comme les furanocoumarines et pyranocoumarines, composés mixtes acétate mévalonate 

comme les cannabinoïdes. Dans quelques cas, les trois précurseurs concourent à l’élaboration 

de la même structure : c’est, entre autres, celui des roténoïdes. 

VI.2. Propriétés chimiques majeures des composés phénoliques 

Les groupements hydroxyles des composés phénoliques ont une propriété d'acidité importante  

due à  labilité de leurs protons, ce qui facilite la formation d’anion phénoxyde (figure 3) stabilisé 

par résonnance. Cet anion phénoxyde peut perdre son électron pour former un radical 

phénoxyde [74]. Ce dernier possède une structure aromatique qui lui confère une certaine 

stabilité, ainsi une réactivité plus faible, en raison de la délocalisation du radical [75]. Comme 

il peut ensuite, réagir avec un autre radical libre [76]. 

 

 

 

 

 

Figure 3: Structure chimique de l'ion phénoxyde 

VI.3. Rôle et intérêt des polyphénols 

Les polyphénols jouent un rôle bénéfique que ce soit pour les plantes (sources de ces 

polyphénols) que pour l'homme (consommateur de ces polyphénols) [77] : 

▪ Les interactions des plantes avec leur environnement biologique et physique (relations 

avec les bactéries, les champignons, les insectes, résistance aux UV). 

▪ Certains aspects de la physiologie de la plante (lignification, régulation de la 

croissance et les interactions moléculaires avec quelques microorganismes 

symbiotiques ou parasites...). 

▪ Les critères de qualité (couleur, astringence, amertume, qualités nutritionnelles...) qui 

facilite pour l'homme le choix des organes végétaux (les fruits, les légumes, les 

tubercules) pour sa consommation. 

O
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▪ Leur rôle au niveau du corps humain a suscité de plus en plus d’intérêt en raison de leurs 

propriétés anti oxydantes et la protection contre certaines maladies. 

VI.4. Applications industrielles des composés phénoliques 

Grâce aux propriétés antimicrobiennes de certains composés phénoliques comme les flavanols 

et les tanins, permis de réaliser des nombreuses applications dans divers domaines industriels : 

en agroalimentaire, en cosmétique et dans l'industrie pharmaceutique, comme par exemple : 

développement des conservateurs alimentaires et découvertes des nouveaux médicaments de 

nombreuses maladies infectieuses [78]. 

La propriété antioxydante de composés phénoliques est utilisée dans la composition des 

produits pharmaceutiques et cosmétiques, aussi dans l'alimentation pour améliorer la stabilité 

de pigments de jus colorés, d'arômes alimentaires [79]. 

VII. Activité antioxydante 

VII.1. Définition 

Les antioxydants sont des substances intervenant dans les processus d’oxydation en faible 

concentration, dans le but d’empêcher ou de freiner l’action de l’oxygène moléculaire [80]. 

Il existe deux classes d’antioxydants : les endogènes et les exogènes. Les antioxydants 

endogènes sont principalement les enzymes superoxyde dismutase, catalase et glutathion 

peroxydase. La deuxième classe les antioxydants exogènes qui sont apportés de l’extérieur par 

l’alimentation [81], dont on trouve : 

➢ Antioxydants synthétiques 

Les antioxydants de synthèse sont des molécules très efficaces contre l’oxydation, mais ils 

peuvent causer d'autres effets indésirables et même toxiques, comme par exemple quelques 

médicaments, compléments alimentaires ou bien les additifs alimentaires [82]. 

➢ Antioxydants naturels  

Ils appartiennent à différentes classes chimiques d’origines végétale ou animale. Parmi les 

antioxydants les plus importants en termes d'activité, on a la vitamine C, la vitamine E et les 

polyphénols [81]. 



 PREMIERE PARTIE   

 

16 
 

VII.2. Radicaux libres  

Un radical libre est une molécule contenant un ou plusieurs électrons non appariés, ce qui la 

rend très réactif, ainsi une réaction en chaine débute lorsque ce radical essayant d’acquérir leur 

stabilité par la capture d'un électron d’une autre molécule stable est la plus proche qui devient 

elle-même un radical libre [83]. 

Les espèces réactives de l’oxygène (ERO) sont des radicaux libres issus de l’oxygène 

moléculaire. Dans les organismes vivants, elles sont le plus souvent générées à cause de 

l’importance du métabolisme aérobie [84]. À présent, le terme « espèces réactives de l’oxygène 

» désigne un ensemble plus large de molécules : 

➢ Des radicaux oxygénés caractérisés par un électron non apparié : (l’anion 

superoxyde l’O2•-, les radicaux hydroxyles HO•, péroxyle ROO•, alkoxyle RO• 

[85]. 

➢ Des dérivés de l’oxygène non radicalaire tels que le peroxyde d’hydrogène 

H2O2, l’oxygène singulet 1O2 et le nitroperoxyde ONOOH, qui sont aussi 

réactifs et peuvent être des précurseurs de radicaux libres [85]. 

VII.3. Piégeage des radicaux libres  

Les composés phénoliques sont connus par leurs propriétés antioxydantes dues à leur capacité 

à piéger et à neutraliser les radicaux libres et les espèces réactives de l’oxygène en raison de 

leurs nombreux groupements hydroxyles présents sur les cycles benzoïques, et aussi à la 

proximité des groupes alkyles [86], ce processus est radicalaire [87]. Les polyphénols 

interviennent dans l'oxydation des lipides et d'autres molécules par la donation rapide d'un 

atome d'hydrogène aux radicaux libres selon un mécanisme proposé dès 1976 par Sherwani : 

l’antioxydant cède un radical hydrogène, qui peut être un transfert d’électrons suivi, plus ou 

moins rapidement, par un transfert de proton, pour donner un radical intermédiaire. Il est 

stabilisé par ses structures mésomères conjuguées [87]. 

R

OH

+ RH +

O OO

 

Figure 4 : Mécanisme d’action des antioxydants phénoliques 
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Puisque ces radicaux intermédiaires (PO•) sont stables par résonance, donc pas facile à initier 

une nouvelle chaîne de réactions [88]. D’un autre côté, ils peuvent agir avec d'autres radicaux 

libres selon la réaction : 

PO • + R•                           POR 

 

La structure chimique des composés phénoliques est idéale pour le piégeage des radicaux libres, 

parce qu’ils contiennent [88] : 

➢ Des groupements hydroxyles qui sont capables de céder facilement un atome 

d'hydrogène ou un électron au radical libre. 

➢ La résonnance aromatique qui permet la stabilisation de la structure. 

VIII. Activité antibactérienne des composés phénoliques  

La thérapeutique des infections bactériennes se base principalement sur l’usage des 

antibiotiques, mais hélas, leur utilisation massive et répétée,  a conduit à l’apparition de 

bactéries résistantes à ces antibiotiques, d’où l’importance d’orienter les recherches vers la 

découverte de nouvelles substances actives d’origine végétale, sous forme de métabolites 

secondaires dont les composés phénoliques, sont utilisés dans l’industrie alimentaire et 

cosmétique et comme agents antimicrobiens en médecine populaire [89]. 

Il est prouvé que les composés phénoliques ont des propriétés antibactériennes importantes, en 

raison du nombre et les sites des groupes hydroxyles phénoliques qui conduisent à une diversité 

structurale, ce critère est directement proportionnel à la toxicité envers les microorganismes 

[89]. Il a été aussi prouvé que plus le degré d’oxydation des polyphénols est élevé, plus ils sont 

inhibiteurs des microorganismes [90]. 

Ces inhibiteurs n’agissent pas sur la paroi bactérienne mais plutôt, ils agissent par un 

mécanisme interne sur l’ADN, l’ARN et la synthèse protéique [91]. 

IX. Composés phénoliques des margines et activités biologiques 

IX.1. Composés phénoliques des margines  

Les margines présentent une quantité estimable de polyphénols totaux (5,5 à 12 g. L-1 de 

margines) [56], le composé le plus abondant, est le monomère phénolique l’hydroxytyrosol [48, 

92,93]. Dans la littérature, la quantité et la composition phénolique des margines varie selon 

différents paramètres (procédé de trituration, variétés d’olives, l’âge des margines) [48,92]. 
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Plusieurs travaux ont été réalisés sur des extraits phénoliques des margine et plus de 20 CP ont 

été identifiés par CLHP, parmi lesquels : acides phénoliques (vanillique, gallique, caféique, p-

coumarique, férulique), alcools phénoliques (tyrosol, hydroxytyrosol), dérivés de secoiridoïdes 

(la forme dialdéhydique de décarboxyméthyl oleuropéine aglycone, ligstroside, verbascoside) 

et les flavonoïdes (luteoline, luteoline -7-glucoside) [10, 48,92]. 

La figure suivante représente les structures des principaux composés phénoliques retrouvés 

dans les margines [10]. 

HO

COOH

R

R1

R2

OH

R3

R1

R2

COOH

R1 COOH

R2

HO

HO

O

O
O

OCH3

O

CH3 O-Glc

R=H: Acide 4-hydroxyphenyl acétique
R=OH: Acide 3,4-dihydroxyphenyl acétique

R1=H,R2=H: Acide cinnamique
R1=OH,R2=H: Acide p-coumarique
R1=OH,R2=OH: Acide caféique
R1=OH,R2=OCH3: Acide férulique

R1=OH,R2=H,R3=H: Tyrosol
R1=OH,R2=OH,R3=H: Hydroxytyrosol
R1=OH,R2=OH,R3=OH: 3,4-dihydroxyphenylglycol

R1=OH,R2=H:4-Acide hydroxybenzoique
R1=OH,R2=OH: Acide protocatechique
R1=OH,R2=OCH3: Acide vanillique

Oleuropéine
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R
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R2

HO

HO

O

O
O

OCH3
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CH3 O-Glc

R=H: Acide 4-hydroxyphenyl acétique
R=OH: Acide 3,4-dihydroxyphenyl acétique

R1=H,R2=H: Acide cinnamique
R1=OH,R2=H: Acide p-coumarique
R1=OH,R2=OH: Acide caféique
R1=OH,R2=OCH3: Acide férulique

R1=OH,R2=H,R3=H: Tyrosol
R1=OH,R2=OH,R3=H: Hydroxytyrosol
R1=OH,R2=OH,R3=OH: 3,4-dihydroxyphenylglycol

R1=OH,R2=H:4-Acide hydroxybenzoique
R1=OH,R2=OH: Acide protocatechique
R1=OH,R2=OCH3: Acide vanillique

Oleuropéine  

Figure 5: Structures des principaux composés phénoliques retrouvés dans les margines  
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IX.2. Activités biologiques des composés phénoliques des margines 

L'intérêt principal de la plupart des chercheurs est l'étude des propriétés biologiques des 

margines et plusieurs techniques de traitement des margines ont été proposés par ces chercheurs 

afin d’extraire leurs composés phénoliques et les valoriser aux tant qu’antibactériens et 

antioxydants naturels [10, 94,95]. Le tableau 6 résume les principales activités biologiques des 

quatre composés phénoliques majeurs des margines. 

Tableau 6: Principales activités biologiques des composés phénoliques des margines 

Composés phénolique  Activités    Auteurs 

 

 

Hydroxytyrosol 

 

Antimicrobien  

Antifongique  

  

  [65] 

  
 

Anti-athérogénique 
 

[97] 

  
 

Chemopréventif (cancer) 

Antioxydant 

  

 

[98]   

 

Anti-inflammatoire 

  

 

[99]  

 

 

Oleuropéine 

 

Antioxydant 

Anti-inflammatoire 

 

[96] 

 

Cardioprotectif 

 Anti-athérogénique 

  

[100] 

 

Régulation des enzymes 
 

  [101] 

  
 

Oleuropéine aglycone 

 

Antioxydant 

 Antimicrobien 

  

 

[102] 

  

 

Tyrosol 

 

Antioxydant 

Anti-inflammatoire 

Cardioprotectif 

Anti-athérogénique 

 

[102]  



 DEUXIÈME PARTIE 

 

 
 

 

 

Deuxième 

Partie 

 

 

 

 

 

 

 



 DEUXIÈME PARTIE 

 

 20 
 

I. Introduction 

Les margines sont des déchets oléicoles rejetés par les huileries de l'huile d'olive, par leur 

composition chimique elles possèdent un pouvoir polluant très élevés qui constitue l’un des 

plus importants problèmes environnementaux des pays méditerranées. 

Dans le cadre des recherches sur les procèdes de traitement et valorisation de ces effluents, les 

chercheurs s’intéressent sur la qualité et la quantité des substances chimiques qu’elles 

renferment, en particulier les composés phénoliques. 

En effet, plusieurs études ont été réalisées sur les margines et le processus général de 

caractérisation de nouvelles molécules bioactives dans cette matrice complexe fait intervenir 

différentes étapes, dont les trois principales sont l‘extraction, le fractionnement et 

l‘identification des composés d’intérêt biologique. 

Dans cette partie, nous avons effectué un état des lieux sur les principales études réalisées sur 

les margines. 

II. Extraction 

Cette étape vise à extraire des composés utiles, en particulier les composés phénoliques pour 

étudier leurs activités biologiques. Plusieurs études ont été faite pour la récupération de ces 

composés par la méthode la plus couramment utilisée à savoir, l’extraction liquide-liquide en 

appliquant généralement des solvants, notamment l'eau, l'éthanol, méthanol, acétate d'éthyle et 

acétone [103]. 

L'acétate d'éthyle a été utilisé par plusieurs auteurs [9, 41, 43, 48, 92,104-108]. En effet, Fki, I 

et al, ont démontré que l’acétate d’éthyle est le solvant d’extraction le plus efficace avec un 

taux d’extraction le plus élevé, un litre de margine donne 4 g d’extrait [48]. 

Abu-Lafi, S et al, ont récupéré des composés phénoliques des margines en comparant le   

méthanol / acétate d'éthyle avec   l'acétate d'éthyle comme solvant d’extraction, les résultats ont 

montré que l'acétate d'éthyle était toujours le solvant le plus approprié pour l'extraction des 

composés phénoliques des margines [104]. Généralement, la procédure d'extraction (figure 6) 

a été effectuée selon les étapes suivantes [41, 43, 92,104-108] : 
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Figure 6: Procédure d'extraction des composés phénoliques des margines 

 

Délipidation par lavage 2 à 3 fois avec n-Hexane 

(1 : 1, v / v), t = 1h ou agitation 1min au Vortex 

Centrifugation du mélange entre 3000 à 4000 tr / min 

pendant 5 à 15 minutes 

Agitation du mélange à 120 tr / min pendant 30 

minutes 

 

Récupération de la couche supérieure 

contenant les composés phénoliques 

Evaporation de l'acétate d'éthyle sous vide entre 40° C et 75 ° C 

Extrait brut visqueux 

Acidification à pH 2 avec du HCl 2N 

Centrifugation du mélange entre 3000 à 

5000 tr / min pendant 5 à 12 min 

 

Extraction 2 à 7 fois avec l’acétate d'éthyle  

(1 : 2, v / v, margine / acétate d'éthyle). 
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• L’action du HCl permet de rompre la liaison C-O-C liant les sucres aux polyphénols 

[41, 92, 105,108]. 

• L’utilisation du n-Hexane pour éliminer toutes les graisses et l’huiles de l’échantillon 

(la fraction lipidique) [41, 43, 92, 104-108]. 

• Le mécanisme d’extraction des composés phénoliques des margines est basé sur le 

principe de solubilité dans les solvants organiques [43]. 

• Le résidu sec a été dissous dans le méthanol [92,105] ou bien dans le mélange (méthanol 

: eau) (1 : 1) [108] et cette solution a été utilisée pour la caractérisation, la quantification 

et le fractionnement des composés phénoliques.  

III. Fractionnement sur colonne  

Dans le but de réduire la complexité d’un extrait brut et d’identifier des molécules actives, on 

fait appel au fractionnement qui va permettre d’aérer l’extrait et de séparer leurs molécules en 

fonction des propriétés physico-chimiques. 

Deeb, A.A et al, [41] ont suggéré un procédé pour le fractionnement de l’extrait phénolique des 

margines en utilisant une colonne rempli d’une phase stationnaire de type silice : MN Silica 

Gel 60 et MN Silica Gel G/UV 254. Les extraits fractionnés ont ensuite été analysés en utilisant 

la méthode CG/SM. 

• L'extrait brut (4,68 g) a été dissous dans un mélange de solvants chloroforme / méthanol 

et 5 g de gel de silice ont été ajoutés au mélange.   

• Le solvant a été évaporé sous la hotte, puis le mélange a été chargé dans une colonne de 

gel de silice (155 g de type silice : MN Silica Gel 60, de diamètre 3,5 cm), qui a été 

emballée avec du chloroforme. 

• La colonne a été éluée avec le chloroforme, puis la polarité a été progressivement 

augmentée en utilisant du méthanol.  

Le contenu de chaque fraction collectée a été évaporé et analysé par CCM. Des fractions de 

compositions similaires ont été collectées ensemble pour donner un total de trois groupes de 

fractions regroupées [A (I) –A (III)]. 

L'échantillon brut du groupe A (II) a été dissous dans un mélange de solvants chloroforme / 

méthanol et 4 g de gel de silice ont été ajoutés au mélange. Le solvant a été évaporé, puis le 

mélange a été chargé sur une colonne de gel de silice (150 g de type silice : MN Silica Gel 

G/UV 254  , de diamètre 3,5 cm). 
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La colonne a été éluée avec du benzène, puis la polarité a été progressivement augmentée en 

utilisant de l'acétate d'éthyle.  

Les fractions collectées ont été évaporées et séparées par CCM. Des fractions de compositions 

similaires ont été regroupées pour donner un total de trois groupes collectifs [B (I) –B (III)]. 

Le groupe B (II) a été séparé sur des plaques de gel de silice en utilisant un système d’éluant de 

30% du méthanol et 70% du dichlorométhane en présence de vapeur d'ammoniac. Chacun des 

composés isolés a été purifié par CCM préparative. 

 La figure 7 résume le fractionnement des composés phénoliques par chromatographie sur 

colonne et par CCM. 
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Figure 7: Fractionnement des composés phénoliques par chromatographie sur colonne et par 

CCM 

5% CH3OH 

95% CHCl3 

100% CHCl3 
10% CH3OH 

90% CHCl3 

Colonne chromatographie (MN Silica Gel G/UV 𝟐𝟓𝟒) 

Colonne chromatographie (MN Silica Gel 60) 

40% Acétate d’éthyle 

60% Benzène 

25% Acétate d’éthyle 

75% Benzène 

20% Acétate d’éthyle 

80% Benzène 

Plaques de gel de silice 

30% CH3OH 

70% CH2Cl2 
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IV. Séparation par CLHP 

La séparation et l’identification des composés phénoliques dans les extraits des margines a été 

réalisée par CLHP et/ou par le couplage CLHP/SM. En général, les études ont été réalisées 

par CLHP à polarité de phase inversée et en mode gradient binaire, en utilisant les éluant 

suivants : acide phosphorique, acétonitrile, acide acétique, acide trifluoroacétique [9, 48,92, 

104, 106,107]. Le tableau7 résume quelques conditions opératoires. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 DEUXIÈME PARTIE 

 

 26 
 

Tableau 7: Conditions d’analyses en CLHP et CLHP/SM des composés phénolique 

Analyse Phase stationnaire Phase mobile 

 

 

Volume 

d'injection 

µl 

Débit 

ml/min 

Références 

CLHP Colonne à polarité de 

phase inversée  

(4 × 250) mm × 5 μm 

Un mélange d'acétonitrile / l’eau acidifié avec de l'acide acétique. 20 0,8  [9] 

CLHP Colonne à polarité de 

phase inversée 

(4, 6 × 250) mm 

 

Un mélange de A (0,1% d'acide phosphorique dans l’eau) et B : (70% d'acétonitrile 

dans l’eau). La durée de fonctionnement est 40min. Le gradient a changé comme suit 

: Le solvant B a commencé à 20% et a augmenté immédiatement à 50% en 30 minutes. 

Après cela, l'élution a été conduite en mode isocratique avec 50% de solvant B dans 

5 min. Enfin, le solvant B a diminué à 20% jusqu’à la fin de fonctionnement. 

 0,5 [48] 

CLHP Colonne à polarité de 

phase inversée  

(4, 6 × 250) mm 

Un mélange de solvant A (eau : acide trifluoroacétique, 97 : 3, v / v) et solvant B 

(acétonitrile : méthanol, 80 :20, v / v). Un gradient de 5% à 98% B (45 min) a été 

appliqué. 

 1 [92] 

CLHP-

PDA 

Colonne à polarité de 

phase inversée 

(4,6 × 150) mm × 5 µm 

avec une colonne de 

garde (4,6 × 20) mm × 

5µm 

Un mélange en mode gradient d'une solution d'acide acétique à 0,5% (A) et 

d’acétonitrile (B). 

100% du solvant A a été utilisé puis diminué à 70% A en 40 minutes, puis à 40% A 

en 20 minutes, puis à 10% A en 2 minutes et il est resté10% A pendant 6 minutes puis 

revenir aux pourcentages de départ en 2 minutes. 

10 1 

 

 

 

[104] 
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CLHP / 

ESI-SM 

Colonne à polarité de 

phase inversée  

(4,6 × 150) mm × 5 μm  

Un mélange constitué du solvant A : TFA (acide trifluoroacétique) 0,05% dans l'eau 

et de solvant B : TFA 0,05% dans ACN (acétonitrile). Un gradient en six étapes a été 

appliqué, pour une durée totale de fonctionnement de 76 min, comme suit : à partir de 

80% de solvant A et 20% de solvant B en passant à 30% de solvant B en 30 min, puis 

l'élution isocratique avec 30% de solvant B pendant 10 min, augmenté à 40% en 30 

min, diminué à 20% de solvant B en 2 min, et enfin une élution isocratique pendant 4 

min. 

20  0,5  [106] 

CLHP / 

ESI-SM 

 

 

Colonne à polarité de 

phase inversée  

(4,6 × 150) mm × 5 μm 

Un mélange constitué de solvant A (eau + 0,05% acide trifloroacétique) et de solvant 

B (acétonitrile + 0,05% méthanol).Un gradient en six étapes a été appliqué, pour une 

durée totale de fonctionnement de 76 min, comme suit : à partir de 80% de solvant A 

et 20% de solvant B en passant à 30% de solvant B en 30 min, puis l'élution isocratique 

avec 30% de solvant B pendant 10 min, augmenté à 40% en 30 min,   diminué à 20% 

de solvant B en 2 min, et enfin une élution isocratique pendant 4 min. 

20  0,5  [107] 

CLHP Colonne à polarité de 

phase inversée  

(4,6 ×100) mm × 3,5 μm 

Un mélange de 0,01% d'acide acétique dans l'eau (A) et l'acétonitrile (B) pour une 

durée totale de fonctionnement de 50 min. Le gradient est changé comme suit : Le 

solvant B a commencé à 5% pendant 2 min, puis augmenté à 10% en 6 min, à 20% 

en 17min, à 70% en 20 min, à 100% en 1 min et enfin il est resté à 100% B jusqu'à la 

fin de fonctionnement. 

 0,7  [109] 
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Le profil chromatographique par CLHP de l’extrait phénolique obtenu par différents auteurs est 

reporté sur les figures 8 à 14.  

 

Figure 8 : Chromatogramme de l’analyse CLHP représentatif des extraits phénoliques des 

margines [9] 

(1) Acide gallique, (2) Hydroxytyrosol glucoside, (3) Hydroxytyrosol, (4) Tyrosol, (5) Acide 

caféique, (6) Acide p-coumarique, (7) Oleuropeine aglycone. 

Les pics 3, 4, 5 et 6 ont été identifiés à l'aide de standards. Les pics restants ont été 

provisoirement identifiés par comparaison avec les données de la littérature scientifique. 

•  L’extrait 1 obtenue par procédés semi-modernes et l’extrait 2 obtenu par procédés 

modernes ont montré des profils phénoliques différents en termes de concentration et 

également en termes de composition, car l'oleuropéine aglycone n'a été détectée que 

dans l’extrait 2. 

• Les résultats ont montré que l'hydroxytyrosol était le composé phénolique le plus 

abondant dans les margines et représente environ 70% et 55% de la concentration 

phénolique totale d’extrait 1 et d’extrait 2, respectivement.   
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Figure 9 : Chromatogramme de l’analyse CLHP de l'extrait des margines obtenu par l’acétate 

d'éthyle [48] 

 (1) Hydroxytyrosol, (2) Acide 3,4-dihydroxyphényl acétique, (3) Tyrosol, (4) Acide p-

hydroxyphényl acétique, (5) Acide caféique, (6) Acide p-coumarique, (7) Acide férulique  

• Les margines ont été obtenues à partir d’un système d’extraction discontinu. Le profil 

chromatographique révèle que : 

• L'hydroxytyrosol et le tyrosol ont été les principaux composés détectés, leurs 

concentrations dans l'extrait étaient respectivement de 1225 et 345 mg /l. 

• L'acide p-hydroxyphényl acétique, l'acide caféique et l'acide p- coumarique étaient 

présents à des concentrations plus faibles. 

• L'acide 3,4-dihydroxyphénylacétique et l'acide férulique ont également été détectés à la 

même concentration, 70 mg / l. 

• L'acide protocatéchique, l'acide vanillique et les acides synergiques et autres composés 

ont été détectés mais non quantifiés. 
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Figure 10 : Chromatogramme de l’analyse CLHP représentatif d’extrait phénolique brut (a) 

et acidifié (PH 2 avec HCl) (b) des margines [92]  

(1) Hydroxytyrosol, (2) Tyrosol, (3) Acide caféique, (4) Acide vanillique, (5) Verbascoside 

(6) Luteolin-7-glucoside, (7) Acide élénolique, (8) Dialdéhydique de décarboxyméthyl 

oleuropéine aglycone, (9) Ligstroside, (10) Lutéoline. 

• L’acidification provoque l'hydrolyse de composés phénoliques complexes par 

conséquence la libération de monomères phénoliques. 

• Le chromatogramme d’extrait de margines acidifié obtenue par procédé continu en trois 

phases montre une augmentation de l'hydroxytyrosol (1), tyrosol (2), acide caféique (3) 

et verbascoside (5) et une diminution de la forme dialdéhydique de décarboxyméthyl 

oleuropéine aglycone (8). 
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Figure 11 : Chromatogrammes de l’analyse CLHP de l'extrait des margines obtenu par 

l'acétate d'éthyle. [104] 

• Les résultats ont montré que l'extrait d'acétate d'éthyle des margines ne contient que de 

l'hydroxytyrosol et du tyrosol à une concentration de 371 ± 2,3 mg / L et 272.8± 2.1 mg 

/ L, respectivement.  

• L'oleuropéine n'a pas été détectée dans l'extrait d'acétate d'éthyle car il était 

vraisemblablement hydrolysé en hydroxytyrosol et en acide élénolique. 
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Figure 12 : Chromatogramme de l’analyse CLHP du profil phénolique des margines [106] 

(1) Hydroxytyrosol glucoside, (2) Hydroxytyrosol, (3) Tyrosol, (4) Acide vanillique, (5) Acide 

sinapique, (6) Acide syringique, (7) Acide caféique, (8) Acide p-coumarique, (9 ) Acide 

dihydroxymandélique, (10) Vanilline, (11) Acide 3,4,5 triméthoxybénoïque, (12) Dérivés de 

sécoiridoïdes, (13) Verbascoside, (14) Rutine, (15) Lutéoline-7-rutinoside, (16) lutéoline- 7-

glucoside, (17) Lutéoline, (18) Apigénine, (19) Nuzhénide, (20) Qauercétine, (21) Apigénine-

7-rutinoside, (22) Apigénine-7-glucoside, (23) Oleuropéine, (24) Aglycon d'oleuropéine, (25) 

Ligstroside, (26) Aglycon de ligstroside, (27) Dérivés de secroiridoïdes et substances 

polymériques. 
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• Les principaux biophénols individuels identifiés dans les margines appartiennent à cinq 

classes, les phénols simples, les acides phénoliques, les dérivés sécoiridoïdes, les 

flavonoïdes et lignanes. 

• Les résultats montrent que l'hydroxytyrosol est le principal composé identifié dans les 

extraits phénoliques des margines.  

• Le tyrosol a également été détecté dans les extraits à un niveau important. Les niveaux 

réduits d'oleuropéine, de ligstroside et de verbascoside peuvent être attribués à 

l'hydrolyse de l'hydroxytyrosol, du tyrosol et du hydroxytyrosol glucoside. 

 

 

Figure 13 : Chromatogramme de l’analyse CLHP représentatif des extraits phénoliques des 

margines [107] 
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(1) Hydroxytyrosol glucoside, (2) Hydroxytyrosol,(3) Tyrosol, (4) Acide vanillique, (5) Acide 

sinapique,(6)Acide syringique, (7)Acide caféique, (8)Acide p-coumarique,(9) Acide 

dihydroxymandélique, (10) Vanilline, (11) Acide 3,4,5-triméthoxybenzoïque, (12) Derives de 

secoiridoids, (13) Verbascoside, (14) Rutine, (15) Luteolin-7-rutinoside, (16) Luteolin-7-

glucoside,(17) Luteoline, (18) Apigenine, (19) Nüzhenide, (20) Quercetine, (21) Apigenin-7-

rutinoside,(22) Apigenin-7-glucoside,(23) Oleuropeine,(24) Oleuropeine aglycone, (25) 

Ligstroside, (26) Ligstroside aglycon, (27) Derives de secoiridoids, (P) Substances 

polymériques. 

• Les extraits des zones montagneuses contenaient des quantités de biophénols plus élevés 

(68,81%) que les extraits des zones plaines (58,98%).  

• Les analyses CLHP/SM ont révélé la présence d'une grande quantité d'hydroxytyrosol, 

de flavonoïdes et de dérivés sécoiridoïdes. 

 

Figure 14 :   Chromatogramme de l’analyse CLHP représentatif des extraits phénoliques des 

margines provenant du système triphasé [109] 

(1) Hydroxytyrosol, (2) Tyrosol, (3) Acide vanillique, (4) Acide caféique, (5) Vanilline, 

(6) Acide p-coumarique, (7) Acide férulique. 

•   Le chromatogramme était similaire pour des margines provenant du système   

biphasique. 



 DEUXIÈME PARTIE 

 

 35 
 

• Les analyses CLHP qualitatives et quantitatives des extraits ont montré que 

l'hydroxytyrosol et le tyrosol étaient les plus abondants. 

• L'extrait phénolique provenant du système triphasé avait la concentration la plus élevée 

en hydroxytyrosol. 

V. Détermination de la teneur en phénol total 

La teneur totale en composés phénoliques de chaque extrait a été déterminée par 

spectrophotométrie par l’utilisation de la méthode du dosage par le réactif de Folin-Ciocalteu.  

Ce dosage est basé sur la quantification des groupements hydroxyles présents dans l’extrait 

étudié. Le principe du protocole utilisé par différents auteurs [9, 43, 104, 106,107] est le même 

avec quelques modifications. 

Brièvement, un volume d’extrait de margines a été mélangé avec le réactif de Folin-Ciocalteu 

dilué 10 fois, puis un volume de bicarbonate de sodium (Na2CO3) est ajouté au mélange. Le 

mélange est laissé 1h dans l'obscurité et à température ambiante. Enfin, l’absorbance est lue à 

765 nm. 

La quantification de composés phénoliques est faite sur la base d’une courbe d'étalonnage 

linéaire (y = a x) réalisée en utilisant de l'acide gallique comme référence où x et y représentent 

la concentration d'acide gallique (mg / L) et l'absorbance à 765 nm. 

Les résultats sont exprimés en équivalents d'acide gallique ou bien tyrosol. L’utilisation de ce 

dernier comme étalon, à cause de sa structure qui est proche de celle du composé majoritaire 

dans les margines (hydroxytyrosol). 

Un inconvénient du test de Folin-Ciocalteu est que les agents réducteurs peuvent interférer dans 

l'analyse conduisant à une surestimation du contenu phénolique [9]. 
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Tableau 8: Teneur en phénol totaux des margines 

 

VI. Détermination structurale des composés phénoliques des margines 

Pour la détermination structurale des composés chimiques, il est nécessaire d’effectuer deux 

types d’analyses, la spectroscopie de résonance magnétique nucléaire (RMN) et la 

spectrométrie de masse (MS). 

La spectroscopie RMN est largement considérée comme la technique analytique la plus 

prometteuse pour identifier et déterminer les structures des composés organiques. Elle est basée 

sur la propriété magnétique de certains atomes dont le proton (1 H) et le carbone (13 C). 

La spectroscopie RMN 1 H semble être la méthode RMN préférée en raison de sa sensibilité 

plus élevée et des temps de relaxation plus courts des noyaux de protons par rapport 

aux noyaux 13 C qui sont moins sensibles [110]. 

La spectrométrie de masse est une technique d'analyse permettant à la fois la séparation ou les 

molécules sous forme d’ions suivant leur masse, la détection d’ion de masse donnée, de plus, 

elle permet de caractériser la structure chimique des molécules et de réaliser des analyses 

quantitatives.  

Exemple : Deeb, A.A et al, [41] ont réussi dans la détermination structurale de quelques 

principaux composés phénoliques des margines, en utilisant la RMN 1H, la RMN 13C et la 

spectrométrie de masse, aussi la détermination de ces concentrations par CG/SM après 

dérivatisation avec du N, O-bis (triméthylsilyl) trifluoroacétamide. Les résultats sont regroupés 

dans le tableau 9. 

Teneur en phénols totaux Référence 

9.82 ±0.53 g ; 6.11 ±0.2 g d’équivalent de tyrosol / litre de margine 

pour l'échantillon issu du processus d'extraction semi-moderne et 

moderne respectivement. 

[9] 

4,3 g d’équivalent d’acide gallique / litre de margine. [43] 

2500 ±10 mg d’équivalent d’acide gallique / litre de margine. [104] 

8.90 ±0.728 g d’équivalent d’acide gallique / litre de margine.  [106] 

10.1 ±0.011 g ; 8.8 ±0.514 g ; 5.29 ±0.171 g ; 5.27 ±0.230 g 

d’équivalent d’acide gallique / litre de margine de quatre zones 

géographiques. 

[107] 
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  Tableau 9: Structures des principaux composés phénoliques des margines 

Composés 

phénoliques 

Structures Concentrations 

mg / L 

 

Acide trans-

cinnamique 

 

OH

O

1

2

3

4

5

6

7

8
9

1
 

 

105,3 

 

Tyrosol 
HO

OH
8

71

65

4

3 2

2  

210,6 

 

Acide vanillique 
O

HO

OH

O

71
2

3

4
5

6

3  

128,7 

Hydroxytyrosol HO

HO OH

8

7
1

2
3

4 6

5

4  

315,9 

Acide p-

coumarique 

OH

O

HO

9
8

71
2

3

4
5

5

6
5

 

117,0 

 

 

 

Acide férulique 

OH

O

O

HO

9
8

71

2

3

4
5

6 6

 

93,6 

Acide caféique 

OH

O

HO

HO

9
8

71

2

3

4
5

6 7

 

140,4 
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L'élucidation structurelle des sept composés phénoliques isolés et identifiés sont présentés dans le tableau ci-après [41]. 

Tableau 10: Elucidation structurelle des sept composés phénoliques 

Molécules Interprétation 

Spectrométrie de 

masse 

 RMN 1H RMN 13C 

Acide trans -cinnamique (1) 

OH

O

1

2

3

4

5

6

7

8
9

1
 

L’ion moléculaire à 

147 m/z correspond à 

la formule moléculaire 

C9H8O2. 

Des signaux pour un cycle benzénique 

monosubstitué sous forme de multiplet 

à δ 7,36 ppm qui correspond à C2-H et 

C6-H, un autre signal multiplet à δ 

7,15 ppm qui correspond à C3-H, C4-

H et C5-H. 

Le proton C7-H résonnait à δ 7,48 ppm 

comme doublet, tandis que le C8-H 

résonnait à δ 6,2 ppm   comme doublet. 

Des signaux pour huit atomes de carbone : 

Le signal à δ 167,3 ppm qui correspond au carbone carbonylé.  

Les quatre signaux pour les atomes aromatiques monosubstitués 

à δ 132,7, 128,3, 126,9 et 126,1 ppm qui correspondent 

respectivement à C1, (C2 et C6), C4 et (C3 et C5). 

Les atomes de carbone oléfiniques sont apparus à δ 143,3 et 

116,3 ppm qui correspondent respectivement à C7 et C8. 

Le spectre DEPT n’a montré que cinq signaux dans le sens 

positif à δ 128,3, 126,9, 126,1, 143,3, et 116,3 ppm qui 

correspondent respectivement à C1, (C2 et C6), C4, (C3 et C5), 

C7 et C8. 

Tyrosol (2) 

 

 

L'ion moléculaire à 137 

m/z correspond à la 

La présence de deux doublets à δ 6,68 

et 6,96 ppm qui correspondent 

respectivement aux protons en (C-3-H 

La présence de six signaux à δ 155,3, 129,7, 129,6, 114,8, 63,3 

et 38,0 ppm. 
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HO

OH
8

71

65

4

3 2

2  

formule moléculaire 

C8H10O2. 

et C5-H) et (C-2-H et C-6-H). Le 

triplet à δ 3,68 ppm qui correspond aux 

deux protons géminés liés au groupe 

hydroxyle aliphatique.  

Un autre triplet à δ 2,65 ppm qui 

correspond aux deux protons 

(méthylène lié au cycle aromatique). 

Les deux premiers signaux sont affectés aux carbones du cycle 

aromatique ; le premier qui correspond à C-4 et le second à C-1. 

 La molécule est symétrique, les signaux qui correspondent à  

(C-2 et C-6) et (C-3 et C-5), apparaissent sous forme de deux 

signaux à δ 129,6, 114,8 ppm respectivement.  

Les signaux de deux carbones de la chaîne latérale : le carbone 

lié au groupe hydroxyle à δ 63,3 ppm et le carbone lié au cycle 

aromatique à δ 38,0 ppm. 

Le spectre   DEPT n'a montré que quatre signaux, deux d'entre 

eux sont apparus dans le sens positif à δ 129,6 et 114,8 ppm qui 

correspondent respectivement à (C-2 et C6) et (C-3 et C-5), 

tandis que les autres signaux sont apparus dans le sens négatif à 

δ 38,0 et 63,3 ppm qui correspondent respectivement à C-7 et 

 C-8. 

Acide vanillique (3) 

O

HO

OH

O

71
2

3

4
5

6

3
 

L'ion moléculaire à 167 

m/z correspond à la 

formule moléculaire 

C8H8O4. 

La présence de deux doublets à δ 6,71 

et 7,43 ppm qui correspondent 

respectivement aux deux protons en C-

5-H et C-6-H. 

Le proton aromatique en C-2-H 

resonne à δ 7,42 ppm.  

La présence de huit carbones dans le spectre, dont trois étaient 

de carbone de méthine à δ 114,8, 112,4 et 124,0 ppm qui 

correspondent respectivement à C-2, C-5 et C-6. 

 Les quatre carbones quaternaires à δ 121,7,147,3, 151,3 et 168,8 

ppm qui correspondent respectivement   à C-1, C-3, C-4 et C-7.  

L’atome de carbone méthoxyle a montré un signal à δ 55,0 ppm. 
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Les trois protons méthoxyle en 

position 3 apparaissent sous forme 

d’un singulet   à δ 3,71 ppm. 

Le spectre DEPT n’a montré que quatre signaux dans le sens 

positif à δ 114,8, 112,4, 124,0, et 55,0 ppm qui correspondent 

respectivement    à C-2, C-5, C-6 et le carbone méthoxyle. 

Hydroxytyrosol (4) 

 

HO

HO OH

8

7
1

2
3

4 6

5

4  

L’ion moléculaire à 153 

m/z correspond à la 

formule moléculaire 

C8H10O3. 

La présence de deux doublets à δ 6,68 

et 6,53 ppm qui correspondent 

respectivement à C-5-H et C-6-H.  

Un autre proton aromatique en 

position C2-H apparait sous forme de 

singulet net à δ 6,71 ppm.  

Un triplet apparait à δ 3,68 ppm qui 

correspond aux deux protons géminés 

liés au groupement hydroxyle 

aliphatique, tandis que les deux 

protons apparaissant triplet à δ 2,67 

ppm ont été attribués au méthylène lié 

au cycle aromatique. 

La présence de huit signaux dans lesquels trois étaient des 

carbones de méthines à δ 115,2, 115,9 et 120,2 ppm qui 

correspondent respectivement à C-2, C-5 et C-6. 

Les trois carbones quaternaires à δ 130,6, 144,7, et 143,2 ppm 

ont été attribuées respectivement aux signaux de carbones C-1, 

C-3 et C-4.  

Enfin, deux signaux à δ 38,2 et 63,3 ppm ont été attribués 

respectivement aux deux carbones de la chaine latérale C-7 et  

C-8. 

Le spectre DEPT n’a montré que cinq signaux, dont trois sont 

apparus dans le sens positive à δ 115,2, 115,9 et 120,2 ppm qui 

correspondent respectivement à C-2, C-5, et C-6, tandis que les 

autres signaux sont apparus dans le sens négative à δ 63,3 et 38,0 

ppm qui correspondent respectivement à C-7 et C-8. 

Acide p-coumarique (5) L’ion moléculaire à 163 

m/z correspond à la 

formule moléculaire 

C9H8O3. 

La présence de deux signaux de 

protons aromatiques résonnant comme 

deux doublets à δ 6,45 et 7,13 ppm   qui 

Le spectre montre sept signaux pour neuf atomes de carbone.  

Le signal à δ 168,0 qui correspond au carbone du carbonyle, les 

quatre signaux aromatiques à δ 124, 1, 128,0, 113,7 et 158,0 ppm 
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OH

O

HO

9
8

71
2

3

4
5

5

6
5

 

ont été attribués respectivement à (C3-

H et C5-H) et (C2-H et C6-H). 

La présence de deux protons 

oléfiniques résonnant comme deux 

doublets, l'un attaché au cycle 

aromatique a un déplacement 

chimique à δ 7,31 ppm, tandis que 

l'autre attaché à l'acide carboxylique a 

un déplacement chimique à δ 5,93 

ppm. 

qui correspondent respectivement   à C1, (C2 et C6), (C3et C5) 

et C4. 

Les atomes du carbone oléfinique sont apparus à δ 143,7 et 112,4 

ppm qui correspondent respectivement à C7et C8. 

Le spectre DEPT   n'a montré que quatre signaux dans le sens 

positif à δ 128,0, 113,7, 143,7 et 112,4 ppm qui correspondent 

respectivement à (C2 et C6), (C3 et C5), C7, et C8. 

Acide férulique (6) 

OH

O

O

HO

9
8

71

2

3

4
5

6 6

 

L'ion moléculaire à 193 

m/z correspond à la 

formule moléculaire 

C10H10O4. 

La présence d'un signal de groupe 

méthoxyle à δ 3,68 ppm et trois 

signaux de protons aromatiques 

résonnant comme deux doublets à δ 

6,62 et 6,89 ppm qui correspondent 

respectivement à C5-H et C6-H et un 

singulet à δ 6,98 ppm qui correspond   

à C2-H.  

Le spectre a montré la présence de 

deux protons oléfiniques résonnant 

comme deux doublets, l’un a été 

Le spectre   montre des signaux pour dix atomes de carbone. 

 Le signal à δ 168,0 ppm a été affecté au carbone du carbonyle.  

Les six signaux pour le carbone aromatique à δ124,8, 113,4, 

147,4, 146,3, 112,8 et 120,9 ppm qui correspondent 

respectivement à C1, C2, C3, C4, C5 et C6. 

Le carbone du méthoxyle résonne   à δ 53,4 ppm.  

Les atomes de carbone oléfinique sont apparus à δ 143.9 et 108.6 

ppm qui correspondent respectivement à C7 et C8. 

Le spectre DEPT n’a montré que six signaux dans le sens positif 

à δ 113,4, 112,8, 120,9, 143,9, 108,6 et 53,4 ppm qui 
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affecté pour le proton attaché au cycle 

aromatique à δ 7,43 ppm, tandis que 

l'autre qui correspond au proton 

attaché au groupement du l’acide 

carboxylique résonne a δ 6,13 ppm. 

correspondent respectivement à C2, C5, C6, C7, C8, et carbone 

méthoxyle. 

Acide caféique (7) 

OH

O

HO

HO

9
8

71

2

3

4
5

6 7

 

L’ion moléculaire à 179 

m/z correspond à la 

formule moléculaire 

C9H8O4. 

La présence de deux doublets à δ 6,68 

et 6,83 ppm qui correspondent 

respectivement aux deux protons en C-

5-H et C-6-H. 

Le singulet   à δ 6,93 ppm a été attribué 

au proton aromatique en C-2-H.  

Les deux protons de méthines en 

positions C-7-H et C-8-H sont 

apparues respectivement comme deux 

doublets à δ 7,45 et 6,11 ppm. 

La présence de neuf carbones dans le spectre dont cinq étaient 

de carbones de méthines (trois carbones aromatiques et deux 

carbones aliphatiques) à δ 113,5, 112,1, 119,9, 144,1 et 112,5 

ppm qui correspondent respectivement à C2, C-5, C-6, C-7 et C-

8. 

Les quatre carbones quaternaires   à δ 124,8, 143,8, 146,5 et 

168,1 ppm ont été attribués respectivement à C-1, C-3, C-4 et  

C-9. 

Le spectre DEPT n'a montré que cinq signaux dans le sens positif 

à δ 113,5, 112,1, 119,9, 144,1, et 112,5 ppm qui correspondent 

respectivement   à C-2, C-5, C-6, C-7 et C-8. 
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Les molécules suivantes ont également été détectées dans les margines par DellaGreca, M et 

al, [14], en utilisant la RMN 1H, la RMN 13C et la spectrométrie de masse : 

(1) : Catechol; (2) : Acide-4-hydroxybenzoique; (3): Acide protocatechique; (4): Acide 

vanillique; (5): Acide-4-hydroxy—3,5-dimethoxybenzoique; (6): Tyrosol; (7): Hydroxytyrosol 

; (8): 2-(4-hydroxy-3-methoxy) phenylethanol; (9): 2-(3,4-dihydroxy)phenyl glycol; (10): 

Acide (3-4-dihydroxy) phenyl acétique; (11): Acide 4-hydroxy phenyl acétique; (12): Acide p-

coumarique; (13): Acide férulique; (14): Acide sinapique;  (15): Acide caféique; (16,17): 

Diméres . 

OH

OH

R

HO

COOH

HO

OH

R

HO

COOH

R

HO

COOH

HO

O

OH

R'

 2   R=R'=H
 3   R=H R'=OH
 4   R=H R'=OMe
 5   R=R'=OMe

1

R' R

6  R=R'=H
7  R=H R'=OH
8  R=H R'=OMe
9  R=R'=OH

 10   R=OH
 11   R=H

R'

OH

R

12  R=R'=H
13  R=H R'=OH
14  R=R'=OMe
15  R=H R'=OMe

16  R=OH
17  R=H

 

 

Figure 15 : Autres composés phénoliques des margines 
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Remarque : Visioli, F et al, [111] ont rapporté que l'oleuropéine, un ester d'acide élénolique et 

l'hydroxytyrosol, est un composé phénolique majeur dans les margines, alors qu'Allouche, N et 

al, [112] n'a pas identifié ce composé dans leur margines. 

Une explication pourrait être que la margine a été échantillonnée tard dans la récolte de l'olivier 

(olives matures), lorsque l'oleuropéine a été dégradée en acide élénolique et en hydroxytyrosol 

par une estérase au cours de procédé d'extraction mécanique de l'huile d'olive [111], comme 

précisé sur la figure 16 [104] ce qui explique la teneur élevée d’hydroxytyrosol dans les 

margines [48, 92, 104,113]. 

 

  

 

O

O

HO

HO

OO

O

HO

OH

OH

OH

O

O

Oleuropéine O

OH

OH

HO

Hydrxytyrosol

+

O

O

H

O

HOOC

CH3

Acide élénolique  

 

Figure 16 : Hydrolyse de l'oleuropéine en hydroxytyrosol et en acide élénolique [104] 
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VII. Détermination de l'activité antioxydante par diverses méthodes 

Beaucoup d'études ont été faites pour l'évaluation des propriétés antioxydantes des composés 

phénoliques et plusieurs méthodes spectrophotométriques ont été développées pour déterminer 

l’activité antioxydante des composés phénoliques. Cette activité est principalement due à leurs 

propriétés redox, qui les font agir comme agents réducteurs, donneurs d'hydrogène [114]. Il 

existe deux types de tests antioxydants utilisés pour évaluer l'activité antioxydante des extraits 

de plantes. La première catégorie mesure le potentiel d'extraits de plantes pour réduire les ions 

ou des oxydants (pour agir comme agents réducteurs) comme l'ion ferrique et l’ion cuivrique. 

Les deux principaux tests de cette catégorie d'activité antioxydante sont FRAP et CUPRAC. 

La deuxième catégorie d'activité antioxydante mesure la capacité des extraits de plantes à piéger 

les radicaux libres : DPPH et ABTS (des radicaux libres stables), ce sont les deux principaux 

exemples de cette catégorie. Ces tests sont utilisés car ils sont rapides et simples à effectuer, la 

réaction est reproductible et linéairement liée à la concentration molaire des antioxydants 

présents [104]. 

• Fki, I et al, [48] ont choisi le DPPH (2,2-diphényl-1-picrylhydrazylont) pour déterminer 

l’activité antioxydante de l'extrait de margines et ses principaux composés phénoliques. 

Un volume de 4 ml de solution méthanolique de diverses concentrations d’échantillons ont été 

ajoutées aux10 ml de solution DPPH méthanolique (1,5 · 10 4 M). 

 Après avoir mélangé les deux solutions doucement et laisser 30 min dans la   température 

ambiante, la densité optique a été mesurée à 520 nm, à l'aide d'un spectrophotomètre. 

 L'activité antioxydante de chaque échantillon a été exprimée en termes de CI50 (la 

concentration de l'antioxydant qui provoque l'inhibition de 50% de l'activité de DPPH) et 

calculée à partir de la courbe d’inhibition. 

L'effet antiradicalaire DPPH (1,1-diphényl-2-picrylhydrazyl) de l'extrait de margines et ses 

principaux composés phénoliques est présenté dans le tableau 11.  
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 Tableau 11 : Effets des composés phénoliques sur le radical DPPH 

 

➢ Les composants aromatiques ont montré une activité de piégeage plus élevée sur DPPH, 

en particulier l'hydroxytyrosol et l’acide 3,4-dihydroxyphénylacétique, qui présentent 

des valeurs suivantes de CI50 : 0,57 et 0,64 µg/ml, respectivement. 

➢ Cependant, le tyrosol et l'acide p-hydroxyphénylacétique, possédant qu'une seule 

fonction hydroxyle, donc ils n'ont montré aucune activité intéressante (CI50 = 10,9 et 

12 µg/ml). 

➢ En particulier, l'activité antioxydante d'hydroxytyrosol et d'acide 3,4-dihydroxyphényl 

acétique, ainsi que l'acide caféique étaient plus élevés que ceux du BHA et BHT. Ces 

résultats suggèrent que l'effet de piégeage des radicaux de l'extrait de margines (1,2 

µg/ml), qui est partiellement liée à sa teneur en hydroxytyrosol, en acide caféique et en 

acide 3,4-dihydroxyphénylacétique, est comparable à celles des antioxydants 

synthétiques BHA et BHT. 

• Giuffrè, A.M et al, [108] ont prouvé que l’efficacité antioxydante des différents extraits 

se sont révélés être en corrélation directe avec le pourcentage d'hydroxytyrosol. 

• D'autres études [9,107] ont conclu que l’hydroxytyrosol est l’un des plus puissants 

antioxydants. 

 

 

Échantillons CI50 (µg/ml) 

Extrait de margines 1.20 

Hydroxytyrosol 0.57 

Acide 3,4-dihydroxyphenylacetique 0.64 

Acide férulique 1.21 

Acide caféique 0.87 

Tyrosol 10.9 

Acide p-coumarique 9.50 

Acide p-hydroxyphénylacétique 12.2 

BHA 0.91 

BHT 0.89 
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VIII. Détermination de l'activité antimicrobienne (antibactérienne et 

antifongique) 

Beaucoup d’attention a été prêtée aux extraits bruts des plantes qui commencent à avoir 

plusieurs d’intérêt comme sources naturelles des antibiotiques à cause de l’effet indésirable des 

antimicrobiens synthétiques et la résistance des micro-organismes. 

Parmi les antibiotiques naturels, on cite les composés phénoliques qui sont des agents 

antimicrobiens contre un grand nombre de microorganismes qui est confirmé par de 

nombreuses études in vitro. 

Les composés phénoliques confèrent une activité antibactérienne, car ces composés sont 

caractérisés par une dénaturation des protéines en raison de leur chaîne latérale acide [43]. 

La sensibilité des différentes souches aux divers antibiotiques est traduite par la Concentration 

Minimale Inhibitrices (CMI), la CMI est la plus faible concentration d'antibiotique qui empêche 

et inhibe la croissance d'une bactérie à étudier, cette sensibilité est appréciable à l'œil nu après 

un temps d’incubation [115]. 

Deux genres de techniques sont les plus utilisés pour déterminer la CMI [115], la méthode de 

diffusion et la méthode de dilution. Dans la première méthode les extraits sont déposés sur des 

disques de papier ou dans des puits creusés dans la gélose. Dans la seconde méthode, les extraits 

sont incorporés dans des cultures liquides dans lesquels les bactéries sont présentes. 

1. Méthode de diffusion  

Des disques à papier buvard sont imprégnés de l’antibiotique choisi et à une concentration 

précise, puis ils sont déposés à la surface de gélose, déjà ensemencé avec une culture pure d'une 

souche donnée. Après une période d'incubation, les disques s'entourent de zones circulaires 

d’inhibition représentant une absence de croissance. Ces zones peuvent être mesurées en mm 

par plusieurs méthodes. Les diamètres mesurés des zones d'inhibition permettent d'estimer la 

sensibilité des souches. Plus le diamètre de zone est grand, plus la souche est sensible à 

l’antibiotique, plus il est petit, plus la souche est résistante à l’antibiotique [115].   

2. Méthode de dilution  

Le principe de la méthode de dilution en milieu de culture liquide consiste à préparer une série 

de tubes de différentes concentrations d'antibiotique choisi, puis l’addition d’une souche 

donnée. Après une période d’incubation, on détermine la plus faible concentration 

d'antibiotique inhibitrice de la croissance bactérienne (CMI), appréciable à l'œil nu [115]. 
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Les activités antibactériennes des extraits ont été étudiées par une méthode de diffusion de puits par 

Abu-Lafi, S et al, [104]. 

• La bactérie gram positive (Staphylococcus aureus) et la bactérie gram négative 

(Escherichia coli) ont été testées. 

• Le milieu : Gélose Mueller Hinton. 

• 100 µL de chaque extrait ont été placés dans chaque trou pour chaque plaque. 

• Les plaques ont été incubées à 37 ± 0,5 ° C pendant 24 heures. 

➢ Les résultats ont montré que l'extrait des margines à une activité sur les bactéries gram 

positives (Staphylococcus aureus) avec une zone d'inhibition égale à 23 mm. Il a 

également un effet sur les bactéries à gram négatif (Escherichia coli) avec des zones 

d'inhibition de 25 mm, par rapport à celle des antibiotiques standards qui étaient de 10 

mm pour la pénicilline utilisée contre Staphylococcus aureus et de 13 mm pour la 

gentamicine utilisée contre l’Escherichia coli. 

L’activité antifongique des extraits a été étudiée par Abu-Lafi, S et al, [104]. 

• La gélose Mueller Hinton a été préparée en tubes ; les tubes ont été fondus par chauffage 

au bain-marie. Après que l'extrait des margines (100 µl) soit ajouté à l'un des tubes à 

45° C, tandis que l'autre tube est laissé sans extrait (à utiliser comme contrôle positif). 

Le mélange est versé dans une boîte de pétri et laissez refroidir. Une partie d'une colonie 

d'Aspergillus niger avec un diamètre de 0,5 mm a été placé au centre de la surface de la 

plaque.  

• La plaque a été incubée à 37 ° C pendant une semaine, puis le diamètre de la colonie a 

été mesuré et comparé à celui sur le contrôle positif (gélose sans extrait des margines) 

qui était préparé en suivant les mêmes étapes. 

➢ Les résultats ont montré que l'extrait des margines est efficace contre l’Aspergillus 

niger, le champignon filamenteux qui montre une croissance du diamètre de la colonie 

d'environ 20% de celle de la colonie qui a été cultivé à la surface de la gélose sans extrait 

(contrôle positif). 

❖ Une étude de Tafesh. A et al, [116] a montré que la plupart des phénols des margines 

n'étaient pas efficaces contre les souches bactériennes étudiées lorsqu'ils étaient testés 

en tant qu'un composé unique, sauf l’hydroxytyrosol qui présente une forte activité 

antibactérienne et l'acide gallique : 
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• L'hydroxytyrosol à 400 μg mL − 1 est capable de provoquer une inhibition complète de 

la croissance des quatre souches : deux bactéries gram positif (Streptococcus pyogenes 

et Staphylococcus aureus) et deux bactéries gram négatif (Escherichia coli et 

Klebsiella). 

• L’acide gallique était efficace à 200 et 400 μg mL – 1 est contre Staphylococcus aureus 

et Streptococcus pyogenes, respectivement, mais pas contre le gram négatif 
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 Les margines, sous-produit obtenu par l'industrie oléicole ; une fois rejetée sans avoir subi des 

traitements préalables, exercent un impact négatif sur l’environnement en raison de leur charge 

élevée en composés phénoliques qui sont difficilement biodégradables. Elles présentent une 

phytotoxicité élevée contre les microorganismes du sol et la vie aquatique. 

  Les margines représentent une source importante de polyphénols dotés d’activités biologiques 

très intéressantes, par conséquent, leur valorisation réponde à un double objectif, exploiter leurs 

propriétés biologiques et réduire leur activité polluante sur l’environnement.  Les composés 

phénoliques constituent une richesse largement exploitée par les industries agro-alimentaires, 

cosmétiques et pharmaceutiques, à cause de leurs larges spectres d’activité biologique, c’est la 

raison qui nous a poussés à s’intéresser à l’étude de l’analyse chimique et propriétés 

antimicrobiennes et antioxydantes des extraits phénoliques séparés des margines. 

Dans un premier volet, une étude des caractéristiques physico-chimiques des margines montre 

que le pH est légèrement acide 4,7 - 5,7, la salinité est élevée 4.7 et un pouvoir polluant très 

élevé représenté par le DCO et le DBO qui peut atteindre les valeurs suivantes : 16.5-190 g/l et 

41.3-46 g/l. 

La procédure d'extraction utilisée par plusieurs auteurs révèle que l’acétate d’éthyle est le 

solvant d’extraction le plus efficace avec un taux d’extraction le plus élevé. 

Plus de 20 composés phénoliques des margines ont été identifiés par CLHP, dont la quantité et 

la composition étaient différentes en fonction de la variété d’olives et/ou du procédé de 

trituration. 

Les 7 composés phénoliques isolés, quantifiés et identifiés par RMN 1H, la RMN 13C et CG/SM 

sont : Acide trans-cinnamique, Tyrosol, Acide vanillique, Hydroxytyrosol, Acide p-

coumarique, Acide férulique, Acide caféique et le composé phénolique majoritaire était le 

monomère phénolique l’hydroxytyrosol avec une concentration de 315,9 mg / L. 

Les résultats du dosage par le réactif de Folin-Ciocalteu varient entre 2.5 à 10.1 g d’équivalent 

d’acide gallique / litre de margine. Ces résultats montrent clairement la richesse de margines en 

composés phénoliques 

Pour l'évaluation de l'activité biologique des composés phénoliques, il est impératif de recourir 

à des tests biologiques appropriés, dont l’évaluation de l'activité antioxydante a montré que 

l’hydroxytyrosol est l’un des plus puissants antioxydants, aussi l’efficacité antioxydante des 

différents extraits est en corrélation directe avec le pourcentage d'hydroxytyrosol. 
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L’évaluation de l'activité antimicrobienne a montré que l'extrait des margines à une activité sur 

les bactéries gram-positives (Staphylococcus aureus) avec une zone d'inhibition égale à 23 

mm. Il a également un effet sur les bactéries à gram négatif (Escherichia coli) avec des zones 

d'inhibition de 25 mm, également, l’extrait des margines est efficace contre le champignon 

filamenteux (Aspergillus niger). 

La plupart des phénols des margines lorsqu'ils étaient testés individuellement ne présentent 

aucune activité antibactérienne, sauf l’hydroxytyrosol et l'acide gallique, dont l'hydroxytyrosol 

à 400 μg mL− 1 est capable de provoquer une inhibition complète de la croissance des quatre 

souches : deux bactéries gram positif (Streptococcus pyogenes et Staphylococcus aureus) et 

deux bactéries gram négatif (Escherichia coli et Klebsiella). L’acide gallique était efficace à 

200 et 400 μg mL− 1 contre Staphylococcus aureus et Streptococcus pyogenes, respectivement, 

mais non actif vis-à-vis des bactéries gram négatifs.   

Finalement, les informations acquises dans cette étude ne doivent pas rester limitées à un cadre 

de mémoire de fin d'études. Il serait intéressant à l’avenir de compléter cette étude par 

l’exploration d'autres composés phénoliques ayant d'autres activités bénéfiques. 
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