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Depuis l’Antiquité, les plantes médicinales occupent une place importante dans le 

traitement de nombreuses maladies. Grâce à leurs propriétés thérapeutiques, elles constituent 

encore aujourd’hui une source précieuse de substances naturelles utilisées dans différents 

domaines tels que la phytothérapie, l’aromathérapie, les produits nutraceutiques et les 

cosméceutiques. L’intérêt croissant porté aux plantes médicinales est principalement lié à la 

richesse de leurs constituants bioactifs ainsi qu’à la diversité structurale de leurs molécules 

naturelles, reconnues pour leurs nombreuses activités biologiques. 

Les propriétés médicinales des plantes sont essentiellement attribuées à la présence de 

métabolites secondaires tels que les polyphénols, les flavonoïdes, les tanins et d’autres 

composés phénoliques [1]. Ces substances jouent un rôle important dans la protection des 

organismes vivants contre différents stress biologiques et environnementaux. Plusieurs études 

ont montré que ces composés possèdent des activités antioxydantes capables de neutraliser les 

radicaux libres impliqués dans le développement de nombreuses pathologies, notamment le 

vieillissement cellulaire, les maladies cardiovasculaires, le diabète, les inflammations et certains 

cancers [2]. 

L’Algérie possède une flore particulièrement riche et diversifiée grâce à la variété de ses 

conditions climatiques et géographiques [3]. Cette biodiversité végétale représente une source 

importante de plantes médicinales présentant un grand intérêt phytochimique et 

pharmacologique. Ainsi, de nombreux travaux de recherche se sont orientés vers l’étude des 

espèces végétales algériennes afin de valoriser leurs composés bioactifs et leurs propriétés 

thérapeutiques potentielles [4, 5]. 

Dans ce contexte, notre travail porte sur l’étude phytochimique comparative et 

l’évaluation de l’activité antioxydante des extraits hydrométhanoliques d’une plante médicinale 

appartenant à la famille des Lamiacées, récoltée dans trois régions différentes de l’Algérie, à 

savoir Sétif, Batna et Djelfa. Cette étude a pour objectif, dans un premier temps, de réaliser des 

analyses phytochimiques quantitatives à travers le dosage des polyphénols totaux et des 

flavonoïdes, ainsi que des analyses qualitatives permettant de mettre en évidence les principaux 

groupes de métabolites secondaires présents dans les extraits étudiés. Dans un second temps, 

l’évaluation de l’activité antioxydante des différents extraits permettra de comparer l’influence 

de l’origine géographique sur le potentiel antioxydant de cette espèce végétale. Cette approche 

pourrait contribuer, à long terme, à la valorisation de cette plante médicinale ainsi qu’à 

l’identification des composés bioactifs responsables de ses propriétés biologiques en vue 

d’éventuelles applications thérapeutiques. 



Introduction 

2 

 

 

Le présent mémoire est organisé en trois chapitres : 

 Le premier chapitre sera consacré à une synthèse bibliographique portant sur les plantes 

médicinales, les métabolites secondaires et l’intérêt biologique des composés 

phénoliques et l’activité antioxydante. Un aperçu général sur la famille des Lamiacées 

ainsi que sa richesse en métabolites secondaires y sera également présenté. 

 Le deuxième chapitre décrira les différentes méthodes expérimentales utilisées pour 

l’extraction, les analyses phytochimiques qualitatives et quantitatives ainsi que 

l’évaluation de l’activité antioxydante. 

 le dernier chapitre sera consacré à la présentation et à la discussion des résultats obtenus. 

 A la fin, une conclusion générale qui portera sur une lecture attentive des différents 

résultats obtenus. 
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I. Introduction 

Ⅰ.1. Plantes médicinales et phytothérapie 

Les plantes médicinales représentent un pilier des soins de santé fondamental et sont 

employées depuis des siècles pour traiter diverses maladies humaines [1]. Elles sont riches en 

molécules bioactives telle que les alcaloïdes, les flavonoïdes, les tanins et les huiles essentielles, 

qui leur confèrent des propriétés thérapeutiques variées, confirmées par leur rôle dans la 

production de médicaments modernes comme la morphine ou l’artémisinine.  

L’usage des plantes médicinales remonte à près de 7 000 ans et concerne environ 35 

000 espèces à l’échelle mondiale, confirmant l’importance de cette biodiversité [2] . 

En Afrique, plus de 80 % de la population recourt à la médecine traditionnelle pour les 

soins primaires [3]. Dans la région de Bougous, située au sein du Parc National d’El Kala dans 

le Nord-Est de l’Algérie, 164 espèces de plantes sauvages ont été recensées. Parmi elles, 48 

présentent un usage médicinal, représentant plus de 29 % de la flore inventoriée [4]. Au Niger, 

une enquête ethnobotanique a identifié 110 espèces réparties dans 47 familles, avec une 

prédominance des Fabaceae et des Combretaceae ; les feuilles, écorces et racines sont les 

organes les plus utilisés, préparés surtout en décoction [5]. 

 

I.2. Choix des plantes médicinales et principes actifs 

Les végétaux se distinguent par leur capacité à produire une grande diversité de 

substances naturelles, appelées principes actifs, responsables de leurs effets thérapeutiques.  

Le choix des plantes médicinales repose sur une double approche, ethnobotanique, basée 

sur les usages traditionnels transmis au fil des générations, et scientifique, fondée sur l’étude de 

leur richesse en métabolites secondaires et sur la synergie des composés bioactifs. Ces 

substances sont extraites de différentes parties de la plante, comme les racines, les feuilles ou 

les fleurs, par des préparations telles que la décoction, la macération ou l’infusion [6, 7].  

 

II. Métabolites primaires et secondaires  

   ⅠI.1. Métabolites primaires   

Le métabolisme primaire regroupe les processus essentiels à la croissance et à la survie 

des plantes, notamment la synthèse des glucides, lipides, protéines et acides nucléiques. Ces 

composés universels assurent la production d’énergie et la formation des structures cellulaires 

[8]. 

Une partie de ces métabolites est exsudée par les racines, comme les sucres et les acides 

aminés, jouant un rôle clé dans l’activité microbienne du sol et le cycle de l’azote [9]. D’autres 
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sont accumulés dans les fruits, où ils contribuent à leur valeur nutritionnelle [10]. Ainsi, les 

métabolites primaires participent à la fois aux fonctions vitales de la plante et aux interactions 

écologiques. 

 

ⅠI.2. Métabolites secondaires 

   ⅠI.2.1. Origine et rôle  

Le concept de métabolite secondaire a été introduit pour désigner des composés présents 

seulement chez certaines plantes et absents chez d’autres. Cela signifie qu’ils ne participent pas 

aux fonctions vitales communes à toutes les espèces végétales, contrairement au métabolisme 

primaire. Par la suite, il a été démontré que ces composés jouent un rôle important dans 

l’adaptation des plantes à leur environnement. Ils reflètent en effet la manière dont les végétaux 

réagissent aux conditions écologiques dans lesquelles ils évoluent. 

Le métabolisme secondaire produit des composés non indispensables à la croissance 

mais essentiels à l’adaptation et à la défense des plantes. Ces métabolites, souvent spécifiques 

à certains groupes taxonomiques, jouent un rôle majeur dans les activités biologiques des 

plantes médicinales [11, 12] et protègent contre les herbivores, les agents pathogènes et les 

stress environnementaux [13]. En raison de ces propriétés biologiques et de leurs effets 

physiologiques chez l’homme, ils occupent une place importante dans la pharmacopée 

traditionnelle et moderne [1]. 

 

II.2.2. Classification, propriétés chimiques et biologiques 

La classification des métabolites secondaires des plantes repose sur leurs propriétés 

chimiques et les rassemblent en trois groupes de molécules : les terpènoides, les alcaloïdes et 

les composés phénoliques [14].  

 

ⅠI.2.2.1. Terpènoides  

 Définition et activité biologique 

Les terpènes constituent la plus grande classe de métabolites secondaires chez les 

plantes et sont utilisés depuis l’Antiquité dans la cosmétique, la pharmacie et la nutrition. Ils 

sont chimiquement dérivés de l’isoprène (C5H8) en C5, dont les unités répétitives forment des 

structures linéaires ou cycliques. Cette organisation est à l’origine de la grande diversité des 

terpènes, tant sur le plan structural que fonctionnel. Selon le nombre d’unités isoprènes qui les 

composent, ils sont classés en différentes catégories, notamment les monoterpènes (C10), 

sesquiterpènes (C15), diterpènes (C20), triterpènes (C30) et polyterpène. Généralement les 
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terpènoides sont des stimulants, des anti-inflammatoires, des antifongiques, antitumorales, 

antiulcéreuses, antirhumatismales et antiasthmatique [15-17] (Tableau Ⅰ.1). 

 

 

 

Figure Ⅰ.1 : Unité principale isoprènique. 

Tableau I.1 : Exemple de structures chimiques des terpènoides. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Classe 

 

Exemple Référence 

Monoterpènes 

 

 

 

 

 

 

Citral 2 

[18] 

Sesquiterpènes 

 

 

 

 

Driménine 3 

[19] 

Diterpènes 

 

 

 

 

 

Tigliane 4 

[20] 

Triterpènes 

 

 

 

 

 

 

 

Acide oléanolique 5 

 

[21] 

 Isoprène 1 

(Hemiterpène) 
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ⅠI.2.2.2. Stéroïdes  

 Définition et activité biologique 

Les stéroïdes sont caractérisés par un noyau tétracyclique. Leur diversité chimique 

provient des variations dans les chaînes latérales, le degré d’oxydation et la présence de 

groupements méthyles. Ces composés sont généralement liés à un groupement hydroxyle et 

sont appelés stérols (Tableau Ⅰ.2). Ils présentent une structure plane et peuvent être glycosylés 

et sont analogues au cholestérol. Ils jouent un rôle physiologique majeur dans la croissance, le 

développement et la reproduction des plantes, tout en présentant des propriétés 

pharmacologiques remarquables, notamment anticancéreuses, immunomodulatrices, 

anti-inflammatoires et antivirales. Leur importance explique l’intérêt croissant pour leur 

valorisation dans les domaines pharmaceutique, cosmétique et nutraceutique [22]. 

A B

C
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Figure Ⅰ.2. Noyau stéroïdien tétracyclique 6. 

 

Tableau I.2 : Quelques exemples de structures chimiques des stéroïdes. 

Nom Structure Référence 

Stigmastérol (Phytostérol) 7 

 

[23] 

Ergostérol (Mycostérol / 

Précurseur de la Vitamine D2) 

8 

 

[24] 

20-hydroxyecdysone 

(Ecdystérone) 9 
 [25] 
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ⅠI.2.2.3. Alcaloïdes 

 Définition et activité biologique 

Les alcaloïdes sont des métabolites secondaires azotés aux effets pharmacologiques 

puissants. Ils se distinguent par leurs propriétés sédatives, anticholinergiques, neurosédatives, 

et antispasmodiques [26].  

Généralement,  on distingue trois grandes catégories d’alcaloïdes : 

 Alcaloïdes vrais : ces alcaloïdes correspondants à la classe chimique des dérivés 

d’acides aminés, possèdent au moins un atome d’azote hétérocyclique et sont 

pharmacologiquement actif même à faible dose (ex. nicotine). 

 Pseudo‑alcaloïdes : ils présentent le plus souvent toutes les caractéristiques des 

alcaloïdes vrais, mais ne sont pas des dérivés des acides aminés (ex. coniine). 

 Proto‑alcaloïdes : il s’agit des amines simples dont l’atome d’azote n’est pas inclus 

dans un cycle hétérocyclique ; ce sont des produits naturels à partir d’acides aminés (ex. 

mescaline) [27]. 

Tableau I.3 : Exemples de structures chimiques des alcaloïdes [27]. 

Classe Exemple 

Alcaloïdes vrais 

 

 

 

 

 

Nicotine 10 

Pseudo‑alcaloïdes 

 

 

 

 

 

(S)-coniine 11 

Proto‑alcaloïdes 

 

 

 

 

 

 

 

 

Mescaline 12 
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ⅠI.2.2.4. Composés phénoliques 

Les composés phénoliques, ou polyphénols, sont des substances caractéristiques des 

végétaux, issues de leur métabolisme secondaire [28]. Ils sont présents dans toutes les parties 

de la plante, des racines jusqu’aux fruits. Leur particularité structurale repose sur un cycle 

aromatique à six carbones auquel est fixé au moins un groupement hydroxyle. Ce groupement 

peut être libre ou associé à d’autres fonctions chimiques comme les éthers, les esters ou les 

formes hétérosidiques [29]. 

 

 

 

Figure Ⅰ.3. Structure chimique du noyau phénol 13 [29]. 

 

II. 2.2.4.1. Acides phénoliques  

 Définition et activité biologique 

             Les acides phénoliques sont largement répandus dans le règne végétal. Sur le plan 

chimique, ils se caractérisent par la présence d’un noyau aromatique substitué par au moins un 

groupement hydroxyle et associé à une fonction acide carboxylique.  

             Ils se divisent en deux catégories : les dérivés de l’acide benzoïque (C6-C1) et de l’acide 

cinnamique (C6-C3) [30]. Les acides phénoliques sont de bons antioxydants et anticancéreux 

[31].  

Tableau I.4 : Exemple de quelques acides phénoliques. 

Classe Structure chimique Exemple Référence 

 

Dérivés de l’acide 

cinnamique (C6-C3) 

 

 

 

Acide cinnamique 14 

 

 

 

 

 

Acide chlorogénique 15 

 

[32] 

 

Dérivés de l’acide 

benzoïque (C6-C1)  

 

 

 

 

Acide benzoïque 16 

 

 

 

 

 

Acide protocatéchique 17 

 

[33] 

 

 

OH
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II.2.2.4.2. Flavonoïdes  

 Définition et activité biologique 

Les flavonoïdes sont des composés naturels largement présents dans le règne végétal, Ils 

participent notamment à la coloration des fleurs et des fruits en leur conférant des teintes variées 

telles que le brun, le rouge ou le bleu. De nombreuses plantes alimentaires sont reconnues pour 

leur forte teneur en flavonoïdes [34]. Ils sont connus pour leurs puissantes activités 

antioxydantes, anti-inflammatoires, antimicrobiennes et anticancéreuses, jouant un rôle clé 

dans la prévention de nombreuses maladies [35]. Ils peuvent aussi agir comme agents pro-

oxydants et altérer les protéines, l’ADN et les lipides membranaires [36]. 

Tous les flavonoïdes possèdent le même élément structural de base, à savoir 

l’enchaînement 2-phénylchromane [37].  

 

 

   

                         Figure Ⅰ.4 : Structure chimique de 2-phénylchromane 18. 

 

Les flavonoïdes est le groupe le plus représentatif des composés phénoliques, ces 

molécules ont des structures chimiques variées (Tableau I.5) et des caractéristiques propres, 

principalement leur remarquable fluorescence sous lumière UV (Tableau I.6). 

Tableau I.5 : Classification et exemples structuraux des principales familles de flavonoïdes. 

Classe Structures chimique Exemple Référence 

Flavones 

 

 

 

19 

 

 

 

 

 

Lutéoline 20 

[38] 

Flavonols 

 

 

 

 

21 

 

 

 

 

Quercétine 22 

[39] 
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Flavan-3-ols 

 

 

 

 

23 

 

 

 

 

Epicatéchine 24 

 

[40] 

 

Flavanones 

 

 

 

 

25 

 

 

 

 

Naringénine 26 

[41] 

Isoflavones 

 

 

 

27 

 

 

           

Génistéine 28 

[42] 

Anthocyanidines 

 

 

29 

 

 

 

 

           

Malvidine 30 

 

[43] 

 

 

 Fluorescence sous la lumière UV 

L’observation des composés flavonoïdiques sous lumière UV à 365 nm (lampe de 

Wood) fournit des indications préliminaires sur leur structure chimique. Cette méthode permet 

notamment de distinguer rapidement les différentes classes de flavonoïdes grâce aux 

fluorescences caractéristiques qu’ils émettent. Ainsi, certains flavones et flavonols présentent 

des colorations spécifiques sous UV. Par exemple, l’apigénine (5,7,4'-trihydroxyflavone) se 

caractérise par une fluorescence noir-violette, tandis que la lutéoline (5,7,3',4'-

tétrahydroxyflavone) et les flavonols apparentés présentent généralement une fluorescence 

jaune. Le tableau I.6 présente la relation entre la fluorescence observée sous UV et la structure 

chimique des différents flavonoïdes [44, 45]. 
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Tableau I.6 : Fluorescences des flavonoïdes sous la lumière UV (365 nm). 

Fluorescence sous lampe 

UV 

Type de flavonoïdes 

 

Violet - noir 

Flavone 

5, 6, 7-trihydroxyflavone 

5, 7, 8-trihydroxyflavone 

Flavonol substituée en position 3 (3-OR) 

 

Violet - bleu 

Flavone sans 5-OH libre 

Flavonol 3-OH substituée ou sans 5-OH libre 

Jaune ou jaune pale Flavonol avec 3-OH libre avec ou sans 5-OH 

libre. 

Orange fluorescent Isoflavone 

Jaune - verre Aurone 

  

II.2.2.4.3. Coumarines  

 Définition et activité biologique 

Les coumarines constituent une importante classe de métabolites secondaires naturels 

appartenant au groupe des composés phénoliques. Leur structure chimique repose sur un noyau 

2H-1-benzopyran-2-one (ou benzopyrone), résultant de la fusion d’un noyau benzénique avec 

un cycle α-pyrone [46]. Ces composés sont largement distribués dans le règne végétal et sont 

particulièrement présents dans plusieurs familles botaniques [47]. Les coumarines sont connues 

pour leurs multiples activités biologiques. Des études ont montré que ces composés possèdent 

des propriétés antioxydantes, anti-inflammatoires, antimicrobiennes et anticancéreuses, ce qui 

les rend intéressantes pour le domaine pharmaceutique. De même, certaines coumarines ont des 

propriétés anticoagulantes et antivirales, ce qui renforce encore leur intérêt thérapeutique [48]. 

 

 

 

                                   

                   Figure Ⅰ.5 : Structure chimique du noyau 2H-1-benzopyran-2-one 31 [46].  
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Tableau I.7 : Classification générale des coumarines présentes dans les plantes [47]. 

 

 

 

 

 

 

 

           

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.2.4.4. Anthraquinones  

 Définition et activité biologique 

Les anthraquinones aussi appelées également anthracenediones, sont des composés 

appartenant à la famille des quinones et constituent une classe importante de métabolites 

secondaires [49]. Leur structure chimique est basée sur un noyau anthracène-9,10-dione, formé 

de trois cycles aromatiques condensés portant deux groupements carbonyle en positions 9 et 

10, auxquels peuvent se substituer différents groupes fonctionnels tels que –OH, –CH₃ et –

OCH₃ [50]. Les anthraquinones sont une classe importante de composés naturels qui possèdent 

de multiples activités biologiques. On les connaît surtout pour leurs effets laxatifs, utilisés en 

thérapeutique. Ils possèdent également des propriétés antimicrobiennes, anti-inflammatoires, 

antioxydantes et anticancéreuses mises en évidence par de nombreuses études [51]. 

 

 

Sous-famille Exemple de molécule 

Coumarines simples 

 

  

 

              Scopolétine 32 

Furanocoumarines 

 

               

 

 

             Angélécine 33 

Pyranocoumarines 

 

 

 

             

           Xanthylétine 34 

Dicoumarines 

 

 

             

 

 

          Dicoumarol 35 
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Tableau I.8 : Anthraquinones biologiquement actives présentes dans les espèces 

végétales [52]. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.2.4.5. Tanins 

 Définition et activité biologique 

Les tannins sont des composés polyphénoliques naturels largement répandus dans le règne 

végétal. Ils se caractérisent par leur capacité à précipiter les protéines et à former des complexes 

stables avec divers macromolécules. Sur le plan structural, on distingue principalement deux 

grandes classes les tannins hydrolysables et les tannins condensés. 

Les tanins possèdent de nombreuses activités biologiques, notamment des propriétés 

antioxydantes, antibactériennes, antifongiques, antivirales, insecticides, nématicides et anti-

inflammatoires. Ces activités sont principalement liées à leur capacité à interagir avec les 

protéines, les enzymes et certains ions métalliques, ce qui leur confère un rôle important dans 

les mécanismes de défense des plantes et un intérêt croissant dans les domaines 

pharmaceutique, alimentaire et agronomique [53].  

 

 Tanins hydrolysables 

Les tanins hydrolysables sont des esters formés entre l’acide gallique ou ses dérivés 

dimériques (acide digallique, acide ellagique) et un monosaccharide, généralement le glucose. 

Nom Exemple Origine végétale 

Aloé-émodine 

 

 

 

36 

Aloe vera, Rheum 

rhabarbarum 

 

Barbaloin 

 

 

 

 

 

37 

Aloe vera 

Physicon  

 

 

 

38 

Rheum officinale 
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Ils peuvent être hydrolysés sous l’action d’acides ou d’enzymes telles que la tannase, libérant 

notamment de l’acide gallique ou de l’acide ellagique. Ces tanins sont principalement 

rencontrés chez les Angiospermes dicotylédones, notamment dans les sous-classes des Rosidae, 

Dilleniidae et Hamamelidae. Au niveau cellulaire, ils sont localisés dans les vacuoles ainsi que 

dans les parois cellulaires [54]. 

 

 

 

  

 

 

Figure I.6 : Exemples de structures chimiques des tanins hydrolysables. 

 

 Tanins condensés 

Les tanins condensés, également appelés tanins catéchiques, sont des polymères constitués 

de polyhydroxyflavan-3-ols. Leurs unités sont généralement reliées entre elles par des liaisons 

carbone-carbone, le plus souvent entre les positions C4 et C8, et plus rarement entre C4 et C6 

[57].  

Tableau Ⅰ.9 : Exemple de structure chimique de tanins condensés [58]. 

Nom commun Structure Chimique Type de Liaison 

Procyanidine B2 

 

 

 

 

 

 

                   41 

Type B (Simple) 

Proanthocyanidine 

A1 

 

 

 

 

 

 

 

                   42  

Type A (Double) 

 

 

 

 

 

 

  
Corilagine (ellagitannin) 40 [55] 

 

Acertannin (gallotannin) 39 [55, 56]         
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II.2.2.4.6. Saponosides 

 Définition et activité biologique 

Les saponosides sont des hétérosides dérivés de terpènes glycosylés, constitués d’une 

partie hydrosoluble formée par une ou plusieurs chaînes glucidiques et d’une partie liposoluble 

appelée aglycone, de nature triterpénique ou stéroïdique [59]. Sur le plan structural, l’aglycone 

porte généralement un groupement hydroxyle en position 3, le plus souvent en configuration β, 

qui est le site principal de fixation d’une chaîne osidique. D’autres positions peuvent également 

être fonctionnalisées, notamment les positions 23 et 24 par des groupements hydroxyle, et les 

positions 28, 29 et 30 par des fonctions aldéhyde ou acide carboxylique. Selon le nombre de 

chaînes glucidiques fixées à l’aglycone, on distingue les saponosides monodesmosidiques, qui 

possèdent une seule chaîne, et les saponosides bidesmosidiques, qui en comportent deux 

chaînes [60].  

 

 

 

                                      

 

II.3. Biosynthèse des composés phénoliques  

Chez les plantes, les composés phénoliques sont principalement synthétisés par deux 

voies métaboliques complémentaires (Figure I.8) [61]. 

La première est la voie du shikimate suivie de la voie des phénylpropanoïdes. Tout 

commence à partir des sucres issus de la photosynthèse. Ces sucres servent à construire une 

molécule intermédiaire appelée shikimate, qui permet ensuite de former des acides aminés 

aromatiques comme la phénylalanine. Cette dernière est ensuite transformée par une succession 

de réactions enzymatiques catalysées par la phénylalanine ammonia-lyase (PAL), la cinnamate 

4-hydroxylase (C4H) et la 4-coumarate-CoA ligase (4CL). Ces étapes permettent la formation 

de l’acide cinnamique puis du p-coumaroyl-CoA, un intermédiaire central du métabolisme 

phénylpropanoïde. À partir de ce composé, sont biosynthétisés les principaux polyphénols tels 

que les flavonoïdes, la lignine et les tanins (Figure I.8) [62]. 

La deuxième est la voie acétate–malonate. Elle repose sur l’acétyl-CoA, qui est converti 

en malonyl-CoA. Ces unités servent de précurseurs biosynthétiques pour la formation de 

structures phénoliques par des réactions de condensation enzymatique. Cette voie participe 

 

 

 

 

Platycodine D 44 

(saponoside bidesmosidique) 
Hédéragénine 43 

 
Figure I.7 : Exemples de structures chimiques des saponosides [60]. 

 

Ils ont des propriétés anticancéreuses et cytotoxiques. 
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notamment à la biosynthèse de certains flavonoïdes, en association avec la voie 

phénylpropanoïde, ainsi qu’à celle des phlorotannins et d’autres composés phénoliques simples. 

Ces deux voies sont reliées et fonctionnent de manière coordonnée. Dans la biosynthèse 

des flavonoïdes, une fraction de la structure carbonée provient de la voie des 

phénylpropanoïdes, tandis que l’autre est issue de la voie acétate–malonate, assurant ainsi la 

diversité structurale des métabolites phénoliques [63].  

 

Figure I.8 : Schéma illustrant les principales voies de biosynthèse des composés phénoliques 

chez les végétaux. Adapté et modifié d’après Salminen & Karonen (2011) [61]. 

Abréviations : DSDG : déhydroshikimate déhydrogenase ; UDP-Glc : uridine diphosphate 

glucose ; PAL : phénylalanine ammonia-lyase ; C4H : cinnamate-4-hydroxylase ; 4CL : 

4-coumaroyl-CoA ligase ; CHS : chalcone synthase ; CHI : chalcone isomérase ; PKSIII : 

polycétide synthase 
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                          Phloroglucinol 46                          Phlorotannin tétramérique 47 

          

Figure I.10 : Structures du phloroglucinol, unité de base des phlorotannins, et d’un       

phlorotannin tétramérique constitué de quatre unités de phloroglucinol [63]. 
 

II.4. Les composés phénoliques et la santé humaine 

Les composés phénoliques sont des composés d’origine végétale largement présents 

dans l’alimentation, reconnus pour leurs effets protecteurs contre les maladies dégénératives. 

Leur absorption dépend de leur structure chimique : certains, comme l’acide gallique et les 

isoflavones, sont facilement assimilés, tandis que d’autres, comme les anthocyanines, 

présentent une biodisponibilité plus faible. 

Ils jouent un rôle important dans la santé humaine grâce à la diversité de leurs activités 

biologiques. Les polyphénols se distinguent par leur fort pouvoir antioxydant, contribuant à 

limiter le vieillissement cellulaire et à réduire le risque de maladies chroniques telles que les 

affections cardiovasculaires, neurodégénératives et certains cancers. Ils possèdent également 

des effets antiallergiques, anti-inflammatoires, hépatoprotecteurs, antimicrobiens, antiviraux, 

antibactériens, antitumoraux et vasoprotecteurs [64-66]. 

Parmi eux, les flavonoïdes et les acides phénoliques jouent un rôle majeur en 

neutralisant les radicaux libres, ce qui permet de préserver les constituants cellulaires essentiels 

et de réduire les troubles liés au stress oxydatif, comme le cancer et le diabète. Leur 

consommation régulière est aussi associée à une action neuroprotectrice, notamment par la 

préservation de la myéline et la régulation de la lipogenèse face au stress oxydant. Toutefois, 

leur efficacité reste limitée par leur bioaccessibilité, car le transit gastro-intestinal influence 

fortement leur stabilité moléculaire et leur potentiel antioxydant final [66].  

 

II.5. Effet des conditions environnementales sur les métabolites secondaires 

Les plantes sont constamment en interaction avec leur environnement, et leur croissance, 

de même que la biosynthèse des métabolites secondaires, sont fortement influencées par divers 

facteurs écologiques [67]. Ces exigences relèvent de trois grandes catégories : climatiques, 

édaphiques et géographiques, chaque espèce ayant un profil écologique propre qui détermine 

ses limites de tolérance et son optimum quant à ces facteurs [68]. Les conditions 

environnementales influent directement sur la production de métabolites secondaires, ce qui 
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explique les variations de concentration observées chez des plantes d’une même espèce 

cultivées dans des régions différentes [69]. 

Dans leur environnement, les plantes sont soumises à différents types d’influences. On 

distingue notamment les facteurs abiotiques, qui correspondent aux éléments non vivants du 

milieu tels que la température, la lumière, l’eau, le pH ou les sels minéraux. Ces conditions 

physiques et chimiques jouent un rôle essentiel dans le fonctionnement de la plante en 

influençant la photosynthèse, l’activité enzymatique et la croissance. À côté de ces facteurs, il 

existe aussi les facteurs biotiques, liés aux interactions avec d’autres organismes vivants 

comme les microorganismes, les insectes ou les autres plantes. Ainsi, le développement et le 

métabolisme des plantes résultent de l’action combinée des facteurs abiotiques et biotiques. 

Parmi les facteurs abiotiques susceptibles d’influencer la biosynthèse des métabolites 

secondaires chez les plantes, on peut citer les suivants : 

 

II.5.1. Température  

La température constitue l’un des principaux facteurs influençant la croissance et la 

production des plantes médicinales. Des températures trop élevées ou trop basses par rapport à 

l’optimum (20–25 °C) peuvent réduire l’activité photosynthétique et ralentir la croissance des 

plantes. Elles sont également susceptibles d’influencer la biosynthèse des métabolites 

secondaires, avec des effets qui varient selon les espèces végétales. 

Par exemple, chez Panax quinquefolius, une température élevée augmente la teneur en 

ginsénosides [70]. À l’inverse, chez Capsicum annuum, une baisse de température entraîne une 

augmentation des composés phénoliques [71]. 

 

II.5.2. Stress hydrique  

Le déficit hydrique est l'une des causes environnementales majeures pouvant entraîner 

une augmentation de la concentration de métabolites secondaires chez les plantes médicinales 

[72]. L’eau est un facteur vital pour les plantes, car elle conditionne leurs activités 

physiologiques et métaboliques. Le stress hydrique correspond à un manque d’eau qui perturbe 

leurs fonctions physiologiques, notamment la croissance et la photosynthèse. Il peut aussi 

modifier la production des métabolites secondaires, avec des effets qui dépendent de l’intensité 

et de la durée du stress. 

Par exemple, chez Artemisia annua et Hypericum brasiliense, le stress hydrique entraîne 

une augmentation des composés phénoliques comme l’acide bétulinique, la quercétine et la 

rutine [73]. À l’inverse, chez la Camomille (Matricaria chamomilla), il provoque une 
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diminution des métabolites secondaires [74]. De même, chez Glechoma longituba [75], 

Ocimum basilicum et Ocimum americanum, la teneur en flavonoïdes diminue en cas de stress 

hydrique [76].  

 

II.5.3. La salinité 

Le stress salin perturbe le développement des plantes selon deux processus distincts. 

Dans un premier temps, une forte concentration de sels dans le sol limite la disponibilité de 

l'eau, compliquant son absorption par les racines. Cet effet osmotique externe affecte 

rapidement la croissance cellulaire et les processus métaboliques associés. Par la suite, les sels 

s'accumulent progressivement dans les tissus végétaux jusqu'à atteindre des niveaux toxiques. 

Contrairement à l'effet osmotique initial, cette toxicité ionique nécessite une accumulation sur 

le temps long avant d'altérer profondément les fonctions vitales de la plante. Comprendre la 

biologie moléculaire de ces mécanismes est fondamental pour saisir comment les espèces 

végétales parviennent à adapter leur métabolisme face à ces contraintes environnementales [77]. 

 

II.5.4. Effet du rayonnement solaire 

L'interaction entre la plante et son environnement lumineux repose sur un mécanisme 

fondamental de photoprotection. L'exposition aux rayonnements UV-B induit la biosynthèse de 

métabolites secondaires spécifiques, tels que les composés phénoliques et les caroténoïdes, qui 

agissent comme des filtres absorbants [78, 79]. Un changement de paradigme majeur a été opéré 

dans la littérature récente : alors que les UV-B étaient historiquement perçus uniquement 

comme un facteur de stress délétère [80, 81]. Ils sont aujourd'hui reconnus pour leurs propriétés 

régulatrices. À des doses écologiquement représentatives, ces rayonnements agissent comme 

des signaux moléculaires (éliciteurs) qui déclenchent une restructuration du métabolisme 

secondaire, favorisant ainsi l'accumulation de molécules à haute valeur antioxydante [82]. 

 

Ⅲ. Famille des Lamiaceae et activités biologiques 

    Ⅲ.1. Généralités 

Le nom Lamiacées dérive du genre type Lamium, issu du grec laimos « gorge », en 

référence à la corolle tubulaire évoquant un gosier ou une bouche béante. Historiquement, cette 

famille était désignée sous l’appellation Labiées (Labiatae), du latin labium « lèvre », en 

allusion à la morphologie bilabiée de leurs fleurs. Ces caractères morphologiques, associés à la 

tige quadrangulaire, demeurent des critères diagnostiques essentiels pour l’identification de ces 

taxons [83]. 
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Les Lamiacées constituent une vaste famille de plantes à fleurs de l’ordre des Lamiales, 

regroupant environ 7200 espèces réparties en près de 236 genres. Elles sont largement 

répandues dans les régions tempérées et méditerranéennes [84]. Les espèces de cette famille 

sont des plantes aromatiques utilisées tant en cuisine qu'en parfumerie ou en pharmacie, à 

l'image de la ballote, du basilic, de la lavande, de la marjolaine et de la mélisse. Cette grande 

famille, très typique du monde végétal, possède une importance économique majeure en raison 

de sa richesse en huiles essentielles [85].  

Sur le plan morphologique, elles présentent une tige quadrangulaire, des feuilles opposées, 

simples et dépourvues de stipules, souvent pourvues de glandes sécrétrices responsables des 

substances aromatiques. Les fleurs, généralement regroupées en verticillastres, sont 

zygomorphes et possèdent une corolle bilabiée. L’androcée compte le plus souvent quatre 

étamines, et l’ovaire est quadrilobé [85]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure I.11 : Exemples de morphologie florale des Lamiaceae ; l’espèce (A) Eplingiella 

cuniloides [86], (B) Salvia exserta [87], (C) Lavandula angustifolia [88]. 

 

Ⅲ.2. Utilisations traditionnelles et propriétés pharmacologiques des Lamiaceae 

Les plantes de la famille des Lamiacées sont utilisées depuis très longtemps dans les 

médecines traditionnelles de nombreuses régions du monde. Elles sont reconnues pour leur 

efficacité dans le traitement de nombreux problèmes de santé, tels que les troubles digestifs, les 

infections, les maladies respiratoires, les inflammations ou encore la cicatrisation des plaies 

[90, 91]. Ces usages sont étroitement liés à leur richesse en composés bioactifs, notamment les 

polyphénols et les terpènes.  

De nombreuses études scientifiques ont confirmé leurs propriétés antimicrobiennes, 

antifongiques, antioxydantes et anti-inflammatoires. Plus récemment, certaines espèces ont 

également montré un potentiel prometteur dans la prévention des maladies neurodégénératives 

et dans la lutte contre certains types de cancer [92, 93]. 

 
A B C 
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Tableau I.10 : Quelques espèces de la famille des Lamiaceae d'intérêt thérapeutique en 

médecine traditionnelle [94]. 

Nom scientifique Activité pharmacologique 

Rosmarinus officinalis 
Insecticide, antinociceptive, antioxydante, 

diurétique. 

Lavetula stoechas Anticonvulsante, calmante, antispasmodique 

Thymus vulgaris 
Anti-inflammatoire, fongicide, provoque 

l'agrégation de plaquettes, antispasmodique. 

Satureja khuzistanica Jamzad 
Anti hyper lipidemique, antidiabétique, 

antioxydant 

Melissa officinalis L. 

Relaxant, activités antimicrobiennes, 

agglutination du récepteur, antioxydant, anti-

inflammatoire, antiviral (AntiHIV), cytotoxique, 

analgésique. 

Nepeta cataria L. Activités antimicrobiennes et répulsives 

Ocimum basilicum L. 
Activités antimicrobiennes Antioxydant et anti-

inflammatoire 

Zhumeria majdae Anti-nociceptive et anti-inflammatoire 

 

Ⅲ.3. Position systématique des Lamiaceae 

Selon la classification d’APG (Angiosperm Phylogeny Group), la famille Des 

Lamiaceae appartient à la classification présentée dans le tableau suivant : 

 

Tableau I.11 : Position systématique de la famille des Lamiacées. 

 

 

 

 

 

 

Règne plantae 

Embranchement Phanérogames 

Sous-embranchement Angiospermes 

Classe Dicotylédones 

Sous classe Asterideae 

Ordre Lamiales 

Famille Lamiaceae 
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Ⅲ.4. Origine et répartition géographique 

 

 

 

 

 

 

Figure I.12 : Carte de répartition géographique mondiale de la famille des Lamiacées [95]. 

La famille des Lamiaceae présente une large répartition géographique à travers le 

monde, colonisant presque tous les écosystèmes terrestres [96]. Bien que le bassin 

méditerranéen demeure son principal centre historique de diversification, des centres de 

diversité majeurs sont également identifiés en Asie de l'Est, en Amérique du Sud et dans les 

régions montagneuses d'Afrique tropicale [97].  

En Algérie, la famille des Lamiaceae constitue l'un des piliers de la flore nationale et se 

distingue par la présence d'un grand nombre d'espèces endémiques. Selon les inventaires 

botaniques récents, cette famille y est représentée par environ 25 à 30 genres et plus de 150 

espèces, parmi celles-ci, on peut citer Thymus algeriensis qui sert à soigner les maladies 

respiratoires, ainsi que la Marrubium vulgare qui calme la toux. Lavandula stoechas donne sa 

couleur aux buissons de maquis, la Salvia algeriensis est une espèce autochtone, et enfin La 

Mentha pulegium reste un élément indispensable [98]. 

 

Ⅲ.6. Travaux antérieurs et principaux métabolites secondaires isolés de la famille 

Lamiaceae 

La famille des Lamiaceae fait l'objet de nombreuses investigations scientifiques visant 

à archiver les registres du passé et à préserver les connaissances sur les usages traditionnels 

issus d'une longue tradition de médecine populaire [99].  

Selon la revue exhaustive de Karageçili et Gülçin (2025), les travaux antérieurs menés 

sur environ 30 000 taxons documentés [100-103] ont permis d'établir un profil phytochimique 

complexe. Ce profil est dominé par des phytoconstituants bioactifs majeurs tels que les 

composés phénoliques [104-106], les terpénoïdes [107, 108] et une quantité substantielle 

d'huiles volatiles [109].  
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Ces substances, isolées pour leurs fortes capacités antioxydantes, justifient l'utilisation 

croissante de cette famille dans les pratiques cliniques actuelles pour le traitement de 

pathologies lourdes comme le cancer, le diabète et les maladies neurodégénératives [88]. Le 

tableau I.12 illustre quelques exemples de molécules des principales classes de métabolites 

secondaires de cette famille.  

 

Tableau I.12 : Quelques exemples de molécules des principales classes de métabolites 

secondaires de la famille des Lamiaceae. 

Classe 

Chimique 

Molécules 

isolées 
Structures Références 

Acides 

phénoliques  

 

Acide quinique 

 
 

 

 

 

 

 

 

48 
[110] 

 

Acide 

rosmarinique 

 

 

 

 

 

49 

Flavonoïdes 

Quercétine 

 

 

 

 

 

 

50 
[88] 

Rhamnocitrine  

 

 

 

 

 

 

51 

Monoterpènes 

(C10) 

 

Bornéol  

 

 

 

 

 

52 

[111] 
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Sesquiterpènes 

(C15) 

 

Caryophyllène  

 

 

 

53 

[112] 

 

Diterpènes 

(C20) 

 

Acide 

carnosique  

 

 

 

                   54 

Triterpènes 

(C30) 

 

Acide ursolique 

 

 

 

 

 

55 

Coumarines 

Esculétine  

 

 

 

56 

[113, 114] 

Ocimarine  

 

 

 

57 

[115] 

Alcaloïdes 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[116] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
58 

Léonurine 

Stachydrine 
 

59 
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Ⅳ. Activité antioxydante 

L'activité antioxydante (ou capacité antioxydante) se définit comme l'aptitude d'un 

échantillon à interférer avec les modèles cinétiques de l'autoxydation inhibée et à piéger les 

espèces oxydantes. L'évaluation chimique de cette activité repose sur deux grands types de 

mécanismes réactionnels : 

 Le transfert d'atome d'hydrogène (HAT) : Ce mécanisme s'appuie sur un schéma 

réactionnel compétitif où l'antioxydant et le substrat entrent en compétition pour 

neutraliser les radicaux peroxyles. 

 Le transfert d'électron (ET) : Ce mécanisme mesure la capacité de l'antioxydant à réduire 

un oxydant cible, un processus qui se traduit expérimentalement par un changement de 

couleur proportionnel à la concentration en antioxydants [117]. 

 

Ⅳ.1. Le stress oxydatif 

Le stress oxydatif est défini comme une rupture de l'équilibre homéostasique entre la 

génération d'espèces réactives de l'oxygène et de l'azote (ERO et ERA) et l'efficacité des 

systèmes de défense antioxydants endogènes chargés de neutraliser leur toxicité [118].  

Chez les plantes, le stress oxydatif est un déséquilibre entre la production d'espèces 

réactives de l'oxygène (ERO), comme le peroxyde d'hydrogène, l'oxygène singulet et les 

radicaux hydroxyles, et leur neutralisation par les antioxydants. Déclenché par des facteurs 

environnementaux comme la sécheresse, la salinité ou les températures extrêmes, cet excès 

d'ERO endommage les lipides, les protéines et les acides nucléiques végétaux, ce qui peut 

conduire à la mort cellulaire [119]. 

À long terme, ce phénomène peut contribuer à l'apparition de diverses pathologies liées au 

vieillissement, telles que les cancers ou les maladies cardiovasculaires. Ainsi, afin d'optimaliser 

nos défenses antioxydantes et de diminuer les dommages oxydatifs causés par les espèces 

réactives de l'oxygène (ERO) au niveau de l'ADN, des protéines et des lipides, il convient de 

disposer d'outils performants permettant d'évaluer correctement le statut de stress oxydant chez 

un individu afin d'y apporter les corrections nécessaires [120]. 

 

Ⅳ.2. Les radicaux libres 

Ils se caractérisent comme des molécules ou des ions instables possédant un électron 

célibataire sur leur couche externe, ce qui leur confère une forte réactivité et une courte demi-

vie, induisant des réactions en chaîne néfastes pour les structures cellulaires [121]. Ils 

proviennent soit de sources exogènes environnementales (UV, pollution), soit de voies 
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endogènes comme le métabolisme mitochondrial ou des réactions enzymatiques impliquant le 

cytochrome P450 [122, 123]. Parmi ces espèces réactives, on distingue principalement les 

espèces réactives de l'oxygène (ERO), initiées par le radical superoxyde (O2
‐), précurseur du 

peroxyde d'hydrogène (H2O2), lui-même capable de se transformer en radical hydroxyle (OH), 

l'entité la plus cytotoxique pour les biomolécules [124, 125]. Parallèlement, les espèces 

réactives de l'azote (ERA), telles que le monoxyde d'azote, peuvent réagir avec le superoxyde 

pour générer du peroxynitrite (ONOO-), un puissant agent oxydant [126]. Les différentes 

origines, la classification chimique ainsi que les cibles biologiques majeures de ces entités 

hautement réactives sont synthétisées et illustrées dans la igure I.13 ci-dessous [127]. 

 

 

  

 

  

 

  

 

 

 

 

 

                                                  

                                              

 

 

Figure I.13 : Origines endogènes et exogènes des radicaux libres et leurs caractéristiques 

[127]. 
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Ⅳ.3. Les antioxydants 

Les antioxydants sont des substances dotées d’un double rôle protecteur : ils préservent les 

produits alimentaires et pharmaceutiques de la dégradation oxydative et protègent l'organisme 

contre les pathologies liées au stress oxydatif. Sur le plan mécanistique, leur action dépend de 

propriétés cinétiques spécifiques permettant soit de prévenir la formation des radicaux, soit de 

bloquer les réactions en chaîne (chain-breaking), soit d’en accélérer la terminaison 

(termination-enhancing). 

De ce fait, l'évaluation in vitro de cette capacité (sur des molécules pures ou des extraits 

végétaux) dépend fortement du milieu de réaction. Elle repose principalement sur deux 

approches chimiques : les essais de piégeage de radicaux libres (DPPH, ABTS+) et les mesures 

du pouvoir réducteur (FRAP, CUPRAC, Folin-Ciocalteu) [128]. 

 

Tableau I.13 : Classification et formules chimiques des principales espèces réactives de 

l'oxygène (ERO) et de l'azote (ERA) [128]. 

Espèces radicalaires 

(Radicaux libres) 
Formules Espèces non-radicalaires Formules 

Radical hydroxyle HO· Peroxyde d'hydrogène H2O2 

Radical superoxyde O2·
− Oxygène singulet 1O2 

Radical hydroperoxyle HOO· Ozone O3 

Radical lipidique L· Hydroperoxyde lipidique LOOH 

Radical peroxyle lipidique LOO· Acide hypochloreux HOCl 

Radical peroxyle ROO· Peroxynitrite ONOO− 

Radical alkoxyle lipidique LO· Trioxyde de dinitrogène N2O3 

Radical dioxyde d'azote NO2· Acide nitreux HNO2 

Radical monoxyde d'azote NO· Chlorure de nitryle NO2Cl 

Cation nitrosyle NO+ Anion nitroxyle NO− 

Radical thiyle RS· Acide peroxynitreux ONOOH 

Radical protéique P· 
Oxyde dialogue (Protoxyde 

d'azote) 
N2O 
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II.1. Matériel végétal et but de travail 

Ce travail porte sur une plante médicinale algérienne appartenant à la famille des Lamiacées. 

Il a pour objectif de comparer la composition chimique et les activités biologiques de cette plante 

récoltée dans trois régions différentes d’Algérie, afin d’évaluer l’influence des conditions 

environnementales sur sa richesse en métabolites secondaires et de contribuer à la valorisation 

des ressources végétales nationales. 

Les objectifs de cette étude reposent sur deux axes complémentaires. Le premier consiste à 

réaliser une étude phytochimique comparative des échantillons de la plante prélevés dans trois 

régions différentes d’Algérie. Il s’agit d’identifier leur composition chimique, d’estimer les 

teneurs en polyphénols et en flavonoïdes totaux, et d’évaluer leurs activités biologiques, en 

particulier leur potentiel antioxydant. 

Le second axe prolonge naturellement ce travail et s’oriente vers l’isolement et la 

purification des principaux composés bioactifs, en particulier les polyphénols, à partir des extraits 

les plus actifs. Il vise également à identifier les molécules responsables des activités biologiques 

observées.  

La plante médicinale a été récoltée en février 2022 dans les régions de Batna (Aurès), 

Sétif et Djelfa et par la suite identifiée par Dr. DAOUED Nassira de l’Université de Djelfa. Après, 

les parties aériennes ont ensuite été séchées à l’abri de la lumière et conservées dans de bonnes 

conditions. Avant leur utilisation, elles ont été broyées afin de servir aux différentes analyses. 

 

II.2. Étude phytochimique qualitative des trois plantes 

    II.2.1. Approche expérimentale 

   Le screening phytochimique de la plante a été réalisé sur la partie aérienne des 

échantillons issus des trois régions étudiées, à savoir Batna (noté PB), Sétif (noté PS) et Djelfa 

(noté PD), au niveau des laboratoires du Département de Chimie de la Faculté des Sciences de 

l’Université Ferhat Abbas Sétif-1. Cette étude s’inscrit dans le cadre d’une analyse 

phytochimique qualitative visant à identifier les principaux groupes de métabolites secondaires 

présents dans la poudre végétale obtenue après séchage et broyage.  

 

II.2.2. Stratégie de caractérisation des métabolites secondaires 

Afin d’optimiser l’identification des composés et d’assurer une comparaison pertinente 

entre les trois régions de récolte, les tests phytochimiques ont été organisés selon la nature 

chimique des métabolites recherchés. Ainsi, les composés ont été regroupés en grandes classes, 

notamment les composés terpéniques et les stérols, les alcaloïdes et les composés phénoliques. 
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II.2.2.1. Analyse phytochimique des triterpènes et des stérols 

 Principe 

L'ajout d'acide sulfurique à la solution chloroformique d'un extrait à l'éther éthylique 

contenant des terpènes et des stérols provoque l'apparition d'un anneau rouge brunâtre ou violacé 

à l'interface des deux phases. Cette réaction, connue sous le nom de réaction de Liebermann-

Burchard, met en évidence la présence des triterpènes et des stérols.  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Méthode de caractérisation 

 Chaque poudre végétale (PB, PD et PS), à raison de 1 g, a été mise en contact avec 20 mL 

d’éther éthylique puis laissée en macération pendant 24 heures. Après filtration, les extraits ont 

été récupérés et le volume a été ajusté à 20 mL avec de l’éther éthylique [1]. Ensuite, 1 mL de 

chloroforme a été ajouté à 10 mL de chaque extrait éthéré. La solution obtenue a été répartie dans 

deux tubes à essai, puis 3 mL d’acide sulfurique concentré ont été ajoutés délicatement au fond 

de l’un des tubes, tandis que l’autre a été conservé comme témoin. 

 

Figure II.1 : Réaction des stérols en milieu acide fort selon la réaction de 

Liebermann-Borchardt.  
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https://www.google.com/url?sa=i&url=https%3A%2F%2Ffr.wikipedia.org%2Fwiki%2FR%25C3%25A9action_de_Liebermann-Burchard&psig=AOvVaw31BTcc3GU_9kUA1jskMUT1&ust=1623175505986000&source=images&cd=vfe&ved=0CA0QjhxqFwoTCIjetpyOhvECFQAAAAAdAAAAABAD
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II.2.2.2. Analyses phytochimique des alcaloïdes  

 Principe  

      La mise en évidence des alcaloïdes repose généralement sur des réactions de précipitation à 

l’aide de réactifs généraux spécifiques. Ces tests sont basés sur la capacité des alcaloïdes à former 

des complexes insolubles avec certains ions métalliques lourds tels que le bismuth (Bi), le 

mercure (Hg) ou le platine (Pt), ainsi qu’avec certains métalloïdes comme l’iode (I2). Parmi les 

réactifs les plus utilisés figurent ceux de Dragendorff, de Bouchardat et de Mayer.         

        Ces réactions sont réalisées en milieu aqueux acide, condition dans laquelle les alcaloïdes 

sont le plus solubles, ce qui facilite l’observation de la formation des précipités et améliore la 

sensibilité du test. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 Méthode de caractérisation 

200 mg de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) ont été introduits, puis 10 mL d’acide 

sulfurique à 10 % ont été ajoutés. Le mélange a été agité pendant 2 minutes avant d’être filtré sur 

papier filtre. Le filtrat obtenu correspond à une solution aqueuse acide contenant les alcaloïdes 

totaux [2]. Cette solution a ensuite été répartie dans quatre tubes à essai afin de réaliser les tests 

de caractérisation. Le premier tube a reçu quelques gouttes du réactif de Dragendorff, le 

deuxième quelques gouttes du réactif de Bouchardat, le troisième quelques gouttes du réactif de 

Mayer, tandis que le quatrième a été conservé comme témoin. 

La formation des précipités rouge orangé avec le réactif de Dragendor’ff, brun noirâtre 

avec le réactif de Bouchardat et jaunâtre avec le réactif de Mayer révèle la présence des 

alcaloïdes. 
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Figure II.2 : La réaction des proto-alcaloïdes en milieu acide. 
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II.2.2.3. Analyses phytochimique des saponosides  

 Principe 

La mise en évidence des saponosides repose sur leur propriété de former une mousse stable 

lorsqu’ils sont mis en contact avec l’eau et soumis à une agitation énergique. La présence de cette 

mousse fine, persistante pendant au moins 10 minutes, constitue un test rapide de détection 

qualitative. 

De plus, leur quantification peut être réalisée par la détermination de l’indice de mousse, qui 

correspond à la dilution nécessaire pour obtenir, après agitation dans un tube calibré, une hauteur 

de mousse d’environ 1 cm. Cet indice reflète ainsi la teneur en saponosides de l’échantillon. 

 

 Méthode de caractérisation  

Une masse de 1 g de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) a été introduit dans 100 mL 

d’eau distillée, puis le mélange a été porté à ébullition pendant 30 minutes. Après filtration à 

chaud, le filtrat a été ajusté à 100 mL afin d’obtenir le décocté. À partir de cette solution, des 

dilutions successives ont été préparées puis réparties dans 11 tubes calibrés (16 cm/16 mm) 

destinés aux essais. 

Tube  1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 

Décocté (mL)  0 0.5 1 1.5 2 2.5 3 3.5 4 4.5 5 

Eau distilée (mL) 10 9.5 9 8.5 8 7.5 7 6.5 6 5.5 5 

 

Chaque tube a été bouché avec le doigt et agité en position horizontale pendant 15 secondes. 

Après, les tubes sont laissés reposer 10 minutes, et la hauteur de mousse est mesurée [3]. 

 

 Calcul de l’indice de mousse 

Avant de calculer l’indice de mousse, il est nécessaire de déterminer la concentration 

correspondant au tube présentant une hauteur de mousse de 1 cm. Cette concentration permet 

ensuite d’établir la valeur de l’indice de mousse, calculé selon la relation :  

Indice de mousse = 1000/X 

Où X représente le volume (en mL) du décocté contenu dans ce tube.  

La présence des saponosides est mise en évidence lorsque l’indice de mousse est supérieur à 100. 

Donc                                       La concentration dans le tube X est = 

La concentration initiale de décocté × la dilution dans le tube = 

(Poids de la drogue /V d’eau) × (V du décocté/V total) = 1g/100 mL × X mL/10  

==˃     La concentration dans le tube X = X/1000 
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II.2.2.4. Analyse phytochimique des composés phénoliques  

 Principe  

      Les polyphénols possèdent la capacité de former des complexes colorés avec les sels de 

métaux lourds. Leur mise en évidence repose sur l’apparition d’une coloration foncée ou la 

formation d’un précipité noirâtre intense après addition de perchlorure ferrique à l’extrait végétal 

étudié. 

 

 

 

 

 

II.2.2.4.1. Mise en évidence des polyphénols  

 Méthode de caractérisation 

Afin de mettre en évidence la présence des polyphénols dans la poudre végétale issue des 

trois régions étudiées, 200 mg de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) ont été introduits dans 

un tube à essai. Un mélange de 2 mL d’eau distillée et de 6 mL d’acétone a été ajouté, puis 

l’ensemble a été chauffé au bain-marie à 60 °C pendant 5 minutes avec agitation discontinue afin 

de limiter l’évaporation du solvant. Le mélange obtenu a été filtré et le filtrat récupéré. Une partie 

de ce filtrat a ensuite été répartie dans deux tubes à essai, l’un servant de témoin et l’autre 

recevant quelques gouttes de perchlorure ferrique à 10 %. L’apparition d’une coloration bleu 

noirâtre dans le tube test, en comparaison avec le témoin, confirme la présence des polyphénols 

[4]. 

 

II.2.2.4.2. Mise en évidence des tanins 

 Tanins catéchiques   

 Principe  

Seuls les tannins catéchiques se précipitent de leurs solutions par le formol en milieu 

chlorhydrique. 
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Figure II.3 : Réaction de chélation de perchlorure ferrique avec les phénols. 

Figure II.4 : La réaction des tanins catéchiques avec le formol en milieu acide. 

 

Figure 1 : Réaction des coumarines en milieu basique.Figure 2 : La réaction des tanins catéchiques avec le 
formol en milieu acide. 
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 Méthode de caractérisation 

           10 mL de réactif de Stiasny (HCHO 30%/ HCl: 2v/1v) sont ajoutés aux trois filtrats 

polyphénoliques et portés au bain marie à 80°C.  Les tanins catéchiques sont caractérisés par 

l’apparition de flocons blancs [1]. 

 

 Tanins galliques 

 Méthode de caractérisation 

Les filtrats obtenus ont été saturé par 2 g d’acétate de sodium et quelques gouttes de solution 

de perchlorure ferrique à 10 % sont ajoutées. L’apparition d’une teinte bleu noire révèle la 

présence de tanins galliques [1]. 

 

II.2.2.4.3. Mise en évidence des flavonoïdes 

 Principe  

      Une réaction plus ou moins spécifique, dite réaction à la cyanidine est utilisée. En présence 

d’hydrogène produit par l’action de l’acide chlorhydrique sur du magnésium (ou du zinc), 

plusieurs groupes de flavonoïdes développent des colorations variées allant du rouge orangé au 

violet (rouge ou rouge-orange avec du zinc) (Figure II.5). 
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Figure II.5 : La réaction à la cyanidine avec les flavonoïdes. 

 

 Méthode de caractérisation 

  300 mg de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) ont été introduits dans un tube à essais 

avec environ 5 mL d’éthanol à 70° et portés au bain- marie à 65°C pendant 15 min puis filtrés à 

chaud dans un tube à essais (solution extractive alcoolique) [5]. Le filtrat obtenu a été ensuite 

utilisé pour la réaction de caractérisation : 1 ml d’eau distillée, 1 ml d’acide chlorhydrique 

concentré et 40 mg de zinc (ou une rognure de magnésium) sont ajoutés au filtrat alcoolique, puis 

les tubes ont été plongés dans un bécher remplie d’eau froide (pour éviter l’élévation de la 

température). 

Mg(solide) + 2 HCl(solution) Mg2+
(solution) + 2Cl-(solution) + H2(gaz)
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II.2.2.4.4. Mise en évidence des coumarines  

 Principe  

Les coumarines ont été mises en évidence par la réaction sur le cycle lactonique en milieu 

basique, où l’ouverture de ce cycle entraîne la formation d’un dérivé ionisé responsable d’un 

changement de comportement optique de la solution, observé après basification du milieu. 

Ce phénomène se traduit généralement par une décoloration en milieu basique suivie d’une 

réapparition de la couleur ou d’une précipitation après acidification. 

 

 

 

 

 Méthode de caractérisation 

1 g de chaque poudre (PD, PB et PS) a été macéré dans 10 mL d’éthanol pendant 24h. Après 

filtration, 2 mL de la solution extractive éthanolique ont été introduits dans deux tubes à essai. À 

partir de cette solution, la mise en évidence des coumarines a été réalisée en traitant l’un des 

tubes avec 0,5 mL de NaOH à 10% est additionné ; le deuxième tube a servi de témoin, puis les 

deux tubes sont chauffés au bain-marie jusqu’à ébullition. Après refroidissement, 4 mL d’eau 

distillée sont rajoutés dans chaque tube à essai.  

Si le liquide du tube à essai dans lequel la solution alcaline ajoutée est transparente ou plus 

transparente par rapport au liquide du tube à essai témoin (sans solution alcaline), alors la réaction 

révèle la présence des coumarines. Cela peut être affirmé en acidifiant la solution transparente 

avec quelques gouttes de HCl concentré, ce qui conduit à la formation d’un précipité (ou d’un 

trouble) et la solution perd sa coloration jaune [5].  

 

II.2.2.4.5. Mise en évidence des anthocyanes  

 Principe  

La détection des anthocyanes repose sur leur sensibilité marquée aux variations du pH à 

température ambiante. Lorsqu’un extrait contenant ces pigments est placé en milieu acide, la 

solution prend une teinte rouge plus intense. En augmentant progressivement le pH par addition 

de soude diluée ou d’ammoniaque, les anthocyanes subissent des transformations structurales 

conduisant à des formes quinoniques, puis à des structures de type chalcones, responsables de 

teintes jaunes. Lorsque le milieu est de nouveau acidifié, ces transformations sont réversibles et 

la coloration rouge réapparaît progressivement, généralement avec une intensité plus faible qu’à 

l’état initial. (Figure II.7). 
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Figure II.6 : Réaction des coumarines en milieu basique. 

 

 

Figure II.6 : Réaction des coumarines en milieu basique. 
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Figure II.7 : Effet de variation de pH sur les anthocyanes. 

 

 Méthode de caractérisation 

5 g de chaque poudre (PD, PB et PS) ont été infusés dans 100 mL d'eau bouillante pendant 

15 min puis filtrés. À partir de cet infusé, 2 mL ont été introduits dans un tube à éssai avec 2 mL 

de HCl (2N) puis quelques gouttes d'ammoniac sont ajoutées.  

La présence des anthocyanes est révélée par la coloration rouge qui s’accentue par acidification 

puis vire au bleu violacé puis jaune en milieu basique [6].  

 

II.2.2.4.6. Mise en évidence des anthraquinones  

 Principe 

Les anthraquinones peuvent exister sous forme de génine libre ou sous forme glycosylée. La 

mise en évidence des dérivés anthracéniques repose sur la réaction de Bornträger. Cette réaction 

est réalisée en présence d’une solution diluée d’ammoniaque, permettant leur détection. 

 

 Anthraquinones libres 

 Méthode de caractérisation 

1 g de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) a été introduit dans un tube à essais avec 10 

mL de chloroforme et chauffer au bain-marie à 50°C max pendant 3 min, en agitant de temps en 

temps pour éviter une trop forte évaporation du chloroforme. Le surnageant a été filtré à chaud 

et complété à 10 mL avec du chloroforme. À partir de cet extrait chloroformique, 1 mL a été 

prélevé et mélangé avec 1 mL d’ammoniac dilué à 50 %, puis agité. L’apparition d’une coloration 

plus ou moins rouge indique la présence d’anthraquinones libres. 

Base Carbinol (incolore) (AOH) 

 
Chalcone 
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 Anthraquinones combinés : O-hétérosides  

La mise en évidence des anthraquinones glycosylées a été réalisée avec modification de la 

méthode d’extraction [5]. 

 

 Méthode de caractérisation 

1 g de la poudre végétale de chaque poudre végétale (PD, PB et PS) a été macéré dans 10 mL 

du mélange hydroalcoolique (Méthanol/Eau : 80 : 20 V/V) pendant 24h. Après filtration, la 

solution extractive hydrométhanolique a été introduite dans deux tubes à essai, dont l’un a été 

évaporé à sec tandis que le second a servi de témoin. L’extrait brut a été trituré dans 5 mL d’acide 

chlorhydrique au 1/5 ensuit versé dans un tube à essais et porté au bain-marie pendant 30 min. 

Après refroidissement, il a été extrait par 20 mL de chloroforme. Le volume de la fraction 

chloroformique a été réduit à la moitié puis 0,5 ml de l’ammoniac dilué à 50% a été ajouté. Une 

coloration rouge plus ou moins intense de la phase aqueuse alcaline indique la présence 

d’anthraquinones [5].  

 

La réaction proposée pour la mise en évidence des anthraquinones glycosylées est la suivante :  

 

 

 

 

 

 

 

II.3. Méthodologie d’extraction  

    II.3.1. Extraction des composés phénoliques 

Avant toute analyse quantitative, une étape d’extraction est nécessaire afin de solubiliser 

les composés d’intérêt présents dans la matière végétale. Le choix de la méthode dépend de la 

nature des métabolites ciblés ainsi que de plusieurs paramètres expérimentaux, tels que le pH, la 

température, le rapport solide/solvant, la durée d’extraction et le nombre d’extractions 

successives. 

Dans le cadre de cette étude, l’analyse des composés phénoliques et polyphénoliques 

repose principalement sur des procédés d’extraction de type solide-liquide et liquide-liquide. Ces 

méthodes sont largement utilisées en raison de leur simplicité et de leur efficacité. 

 

/Δ 

Figure II.8 : Réaction des anthraquinones en milieu acide. 
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Le choix du solvant est un facteur déterminant. Les solvants polaires, tels que le méthanol, 

l’éthanol, l’acétone, l’acétate d’éthyle et le n-butanol, sont couramment employés pour extraire 

les composés phénoliques. Toutefois, pour les composés très polaires comme les acides 

phénoliques (benzoïque et cinnamique) et les polyphénols glycosylés, les solvants organiques 

purs sont souvent insuffisants. Dans ce cas, des mélanges de solvants, notamment alcool-eau ou 

acétone-eau, sont privilégiés afin d’améliorer l’efficacité d’extraction [7].  

En revanche, les solvants moins polaires, tels que le dichlorométhane, le chloroforme et 

l’hexane, permettent d’extraire les composés apolaires comme les terpènes et les stérols, ainsi 

que certains composés de polarité intermédiaire comme les sesquiterpènes lactones. Ils sont 

également utilisés pour éliminer des substances indésirables telles que la chlorophylle et les cires. 

Afin d’optimiser le rendement, les extractions sont généralement répétées plusieurs fois, 

puis les extraits obtenus sont regroupés. Parmi les principales techniques d’extraction solide-

liquide utilisées figurent l’infusion, la macération, la décoction et la lixiviation, dont le choix 

dépend des propriétés des composés étudiés (Annexe I.1). 

 

 L’infusion est une méthode d'extraction des principes actifs ou des arômes d'un végétal 

par dissolution dans un liquide initialement bouillant que l'on laisse refroidir. Le terme 

désigne aussi les boissons préparées par cette méthode, comme les tisanes, le thé par 

exemple. 

 La macération est une méthode d’extraction liquide-solide similaire à l’infusion qui 

s’effectue à température ambiante. Elle est généralement utilisée pour l’extraction de 

composés sensibles à la chaleur.  

 La décoction consiste à réaliser l’extraction à température d’ébullition du solvant. Cette 

opération s’oppose à la macération dans laquelle le solvant d’extraction est froid.  

 Lixiviation : c’est un procédé d’extraction qui consiste à épuiser une substance par le 

passage de solvants qui entrainent tout ce qui est soluble à travers une poudre [8]. La 

lixiviation peut être réalisée manuellement (solvant versé à la main), ou de manière 

continue et automatique, notamment à l’aide d’un extracteur de type Soxhlet, dans 

lequel le solvant circule en circuit fermé et permet une extraction répétée des composés 

solubles (Annexe I.1). 
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II.3.2. Préparation des extraits hydrométhanoliques  

La préparation d’un extrait de plante comporte plusieurs étapes qui varient selon l’objectif 

de l’étude. Dans ce travail, l’objectif principal est l’étude des composés phénoliques. La poudre 

végétale est extraite à l’aide d’un solvant hydroalcoolique constitué de méthanol et d’eau (70:30 

V/V) en utilisant la macération à température ambiante pour les différentes parties aériennes des 

trois plantes étudiées.  

Par la suite, une comparaison est réalisée entre les compositions phytochimiques ainsi 

que les teneurs en composés phénoliques totaux et en flavonoïdes totaux des extraits 

hydrométhanoliques, en parallèle avec l’évaluation de leurs activités antioxydantes. 

L’étude vise également à établir une corrélation entre la teneur en polyphénols et le 

pouvoir antiradicalaire de ces espèces végétales. Enfin, l’extrait hydrométhanolique le plus actif 

et le plus rentable est sélectionné afin d’identifier les molécules responsables de son activité 

antioxydante. 

 

La méthode de Markham (1982) [9] a été suivie pour la préparation des extraits 

hydroalcooliques (hydrométhanoliques, HMeOH). Ainsi, une prise de 20 g de chaque poudre 

végétale de la partie aérienne des trois plantes (PD, PB et PS) a été macérée dans 200 mL du 

mélange hydroalcooliques ; Méthanol/Eau : 70:30 V/V pendant 24 heures puis filtrer. 

Le résidu obtenu a été repris pour une deuxième et troisième fois d’extraction avec le même 

volume du mélange hydrométhanolique et laisser macérer pendant 24 h. Les trois filtrats ont été 

réunis et concentrés sous pression réduite à 45°C utilisant un rota-vapeur (Büchi, Allemagne) 

(Figure II.9). Les extraits secs hydrométhanoliques, obtenus étaient conservés au réfrigérateur à 

4 °C jusqu’à leur utilisation.  
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II.4. Détermination de rendement 

Le rendement d’extraction correspond au rapport entre la quantité de substances naturelles 

extraites par un solvant et la quantité initiale de matière végétale utilisée. 

Après le choix du solvant approprié, l’extraction a été réalisée par macération dans un 

mélange méthanol/eau (70:30 V/V). Les rendements des extraits hydrométhanoliques obtenus à 

partir de la partie aérienne des trois échantillons ont été calculés selon la formule suivante [10] : 

 

R (%) = 100 Mext/Méch. 

 Où : 

R : est le rendement en %. 

Mext : est la masse de l’extrait après évaporation du solvant à sec en g. 

Méch : est la masse sèche de la plante en g. 

 

La masse végétale

20 g de (PB, PDet PS) + 200 mL 
de solution hydroalcoolique 

(MeOH/Eau : 7:3)

Macération 24 h × 3 fois

Filtration 

Evaporation à sec

Extrait 
Hydrométhanolique  

(Extrait HMeOH) 
 

 

Figure II.9 : Schéma général de l’extraction par macération à froid de la plante 

médicinale étudiée. 
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II.5. Analyse chromatographique 

La chromatographie est une technique physico chimique utilisée pour séparer et analyser 

les composants d’un mélange. Elle peut être utilisée à des fins analytiques pour identifier les 

différentes substances, ou à des fins préparatives pour isoler les constituants d’un mélange. 

Plusieurs techniques chromatographiques existent en fonction du principe de séparation et de la 

nature de la phase utilisée (Annexe I.2). 

 

II.5.1. Chromatographie sur couche mince (CCM) 

Pour obtenir une vision générale des métabolites contenus dans les extraits 

hydroalcooliques préparés, des analyses chromatographiques sur couche mince ont été réalisées 

sur gel de silice (60 F254, Merck) supporté sur feuille d’aluminium. La phase mobile utilisée 

correspond à différents systèmes de solvants organiques notés SI, SII, SIII, SIV, SV et SVI 

(Tableau II.1) [11, 12]. 

Tableau II.1 : Systèmes de solvants utilisés pour la CCM de gel de silice. 

 

 Dépôt de l’échantillon 

L’échantillon à analyser est d’abord dissous dans le méthanol à une concentration de 5 

mg/mL. Ensuite, une quantité de 10 µL est appliquée sur la plaque chromatographique à l’aide 

d’une micropipette. Il est également possible de répéter le dépôt plusieurs fois au même endroit 

afin d’augmenter la concentration de l’échantillon et d’améliorer la détection. 

 Développement des plaques 

Chaque plaque a été déposée en position verticale ou légèrement inclinée dans la cuve 

préalablement saturée par les vapeurs du système de solvant approprié, l’échantillon à étudier 

sera plus ou moins entrainé par la progression par capillarité de la phase mobile vers le haut de 

la plaque. 

 

Systèmes de solvants Proportions 

SI : Dichroloromethane (DCM)/Acétate d’éthyle (AcOEt) 9/1 

SII : Acétate d’éthyle /Eau/Ac. acétique (AcOH) 9/1/0,5 

SIII : Dichroloromethane /Acétate d’éthyle  8/2 

SIV : Dichroloromethane - 

SV : Ether de pétrole/ Acétate d’éthyle   9/1 

SⅥ : n-hexane/ Acétate d’éthyle  9/1 
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 Révélation 

Après migration chromatographique, la plaque a été laissée sécher à l’air libre avant d’être 

observée sous une lampe UV à 365 nm afin de visualiser les différentes taches. La révélation a 

ensuite été effectuée à l’aide de plusieurs réactifs spécifiques, à savoir le chlorure ferrique pour 

les polyphénols, le chlorure d’aluminium pour les flavonoïdes, le réactif de Dragendorff pour les 

alcaloïdes, l’ammoniaque pour les coumarines et la vanilline sulfurique pour les terpènes et les 

stérols. Après pulvérisation des révélateurs, la plaque a de nouveau été séchée à température 

ambiante avant l’interprétation des résultats [13].   

 Le chlorure de fer : une solution de FeCl3 à 10 % a été préparée dans un mélange 

MeOH/H2O (1:1). 

 Le chlorure d’aluminium : une solution d’AlCl3 à 1% a été préparée dans l’éthanol. 

 L’ammoniaque : une solution d’ammoniaque préparée dans un mélange NH3/H2O (1:1). 

 La vanilline sulfurique : une solution préparée en dissolvant 1 g de vanilline dans 98 mL 

d’éthanol, puis 2 mL d’acide sulfurique ont été ajoutés. 

Chaque substance qui migre est caractérisée par sa fluorescence sous UV et sa coloration 

après la révélation. 

Les flavonoïdes comptent parmi les polyphénols les plus intéressants à identifier. Leur 

comportement en chromatographie est lié à leur structure chimique, ce qui influence leur 

migration. Ils deviennent aussi facilement repérables grâce à leur fluorescence sous UV à 365 

nm. 

 

 Structure des flavonoïdes et le rapport frontal Rf  

La valeur du Rf est définie comme suit : 

                                                              Rf = d/D 

d : distance entre l’origine et la tâche du produit après élution. 

D : distance entre l’origine et le front du solvant. 

Cette valeur permet d’avoir une idée du flavonoïde ainsi que la nature des substituants. Le 

tableau II.2 explique la relation structure - Rf [14]. 
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Tableau II.2 : La relation entre le Rf et la structure des flavonoïdes 

 

II.6. Analyse quantitative  

L’analyse quantitative a été réalisée au sein des laboratoires de recherche de la Faculté 

des Sciences de la Nature et de la Vie de l’Université Ferhat Abbas Sétif-1. Cette étape vise à 

déterminer les teneurs en polyphénols totaux et en flavonoïdes totaux des extraits 

hydrométhanoliques obtenus à partir des trois plantes étudiées (PD, PB et PS). Pour ce faire, des 

méthodes colorimétriques couplées à la spectrophotométrie UV-visible ont été employées. Cette 

technique permet de quantifier les composés d’intérêt à partir de la mesure de l’absorbance des 

complexes colorés formés lors des réactions spécifiques. 

 

II.6.1. Fondements de la spectrophotométrie UV-visible 

La spectrophotométrie UV-visible est une méthode analytique largement utilisée pour le 

dosage quantitatif des substances en solution. Elle repose sur la mesure de l’absorbance d’un 

échantillon à une longueur d’onde déterminée. Selon la loi de Beer-Lambert, l’absorbance est 

proportionnelle à la concentration de l’espèce absorbante dans les limites de validité de cette loi. 

Ainsi, plus la concentration du composé est élevée, plus l’absorbance mesurée est importante. 

L’absorbance de la solution est définie comme suit : 

Lorsqu’un faisceau lumineux d’intensité initiale I0 traverse une solution colorée, une partie 

de cette lumière est absorbée par les molécules présentes et l’intensité transmise I devient 

inférieure à I0. L’absorbance (A) est définie par les relations suivantes : 

A=Log10 (I0/I), A= -Log T    avec   T= I/I0                                                           

Où   T représente la transmittance de la solution.  

 

   

Structure des flavonoïdes Rf 

Augmentation de nombre des groupements –OH 
Diminution de Rf dans les systèmes 

organiques 

Substitution des -OH par des groupements -CH3 
Croissement de Rf dans les systèmes 

organiques 

Substitution des -OH par des groupements 

osidiques 

La valeur de Rf diminue dans les 

systèmes organiques et croit dans les 

systèmes aqueux 
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 Principe du dosage par spectrophotométrie UV-visible 

La spectrophotométrie UV-visible exploite la capacité de certaines molécules à absorber 

l’énergie lumineuse dans les domaines ultraviolet et visible du spectre électromagnétique (200–

800 nm). Cette absorption est généralement liée à la présence de groupements chromophores au 

sein des molécules. Dans le cadre des dosages colorimétriques, les composés phénoliques 

réagissent avec des réactifs spécifiques pour former des complexes colorés dont l’intensité est 

proportionnelle à leur concentration. 

 

 

 

 

 

 

         

 

Figure II.10 : Principe du spectrophotomètre UV-visible. 

 

Le spectrophotomètre UV-visible permet alors de mesurer l’absorbance de ces complexes 

à une longueur d’onde appropriée. L’appareil est constitué d’une source lumineuse, d’un 

monochromateur sélectionnant la longueur d’onde désirée, d’une cuve contenant l’échantillon et 

d’un détecteur mesurant l’intensité de la lumière transmise. Les valeurs d’absorbance obtenues 

sont ensuite utilisées pour déterminer la concentration des composés étudiés à partir de courbes 

d’étalonnage. 

 

II.6.2. Dosage des composés phénoliques totaux 

 Principe 

La quantification des polyphénols totaux a été réalisée selon la méthode de Folin Ciocalteu. 

Ce réactif est constitué d’un mélange d’acide phosphotungstique (H3PW12O40) et d’acide 

phosphomolybdique (H3PMO12O40). Il est réduit lors de l’oxydation des phénols en un mélange 

d’oxyde bleu verdâtre de tungstène et de molybdène qui a une absorption maximal à 765 nm 

[15]. 

Les polyphénols ont été estimés par la mesure de l'absorbance à l'aide d'un spectrophotomètre 

UV à une longueur d'onde λ = 765 nm en utilisant l'acide gallique comme référence. 
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 Méthodologie 

100 μL de chaque extrait hydrométhanolique (PB, PD et PS) ou bien de solution standard 

d’acide gallique dissoute dans l’eau (0-180 μg/mL) ont été ajoutés à 500μL de réactif phénolique 

de Folin-Ciocalteu (dilué en 1/10 dans de l’eau distillé) fraichement préparé. Après 4 minutes, 

400 μL de la solution de carbonate de sodium (Na2CO3) d’une concentration de 7,5% ont été 

ajoutés au mélange. Après agitation, l’ensemble a été incubé à l’obscurité à une température 

ambiante pendant 90 min. Le blanc a été préparé de la même façon en remplaçant le réactif de 

Folin-Ciocalteu par de l’eau distillé.   

Les extraits à doser ont été préparé de la même manière et dans les mêmes conditions que 

la courbe d'étalonnage de l'acide gallique. La lecture de l’absorbance à 765 nm a été effectuée à 

l’aide d’un spectrophotomètre Faithful (modèle 752N). La concentration des polyphénols dans 

l’extrait a été calculée à partir de la gamme d’étalonnage établie avec l’acide gallique à 

différentes concentrations (toutes les mesures ont été réalisées en trois répétitions) (Figure 

II.11). Les résultats sont exprimés en milligramme d’équivalent d’acide gallique par gramme 

d’extrait (mgEAG/g d’extrait). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

100 µL de chaque extrait (PS, 
PD, PB)

500 µL de réactif Folin-Ciocalteau 
dilué à 1/10

400 µL de la solution de carbonate de 
sodium (Na2CO3) d’une concentration de 

7,5%

Incubation pendant 1h 30 min à 
l’obscurité et à température 

ambiante

Mesure de l’absorbance à 765 mn

Figure. II.11 : Schéma expérimental du dosage des polyphénols totaux. 
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II.6.3. Dosage des flavonoïdes totaux 

 Principe 

Dans cette méthode on utilise le chlorure d'aluminium (AlCl3), ce réactif forme avec les 

groupements hydroxyles du flavonoïde un complexe très stable, de couleur jaune et absorbe à 

une longueur d'onde de 430 nm [16].  

 

 

 

 

 

 

Les flavonoïdes sont estimés par spectrophotométrie UV, dont la quercétine est utilisée 

comme un standard à une longueur d'onde λmax = 430 nm. 

 

 Méthodologie 

À 500 μL de chaque extraits hydrométhanoliques (PD, PB et PS) (préparé avec des dilutions 

convenables dans le méthanol) sont ajoutés 500 μL d’AlCl3 (2 % dans le méthanol), par contre 

le blanc a été préparé en remplacent le réactif AlCl3 par le méthanol. Après 10 minutes 

d'incubation, la lecture de l'absorbance a été effectuée à 430 nm (toutes les mesures ont été 

réalisées en trois répétitions) (Figure II.13). Le calcul de la concentration des flavonoïdes a été 

fait à l'aide d’une gamme d'étalonnage établie avec la quercétine (0-50 μg/mL). La concentration 

est exprimée en milligramme d'équivalent de quercétine par gramme d'extrait (mgEQ/g).  
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500 µL de chaque 
extrait (PD,PB,PS)

500 µL d’AlCl3 (2% dans le 
méthanol)

Incubation pendant 10 min à l’obscurité 
et à température ambiant

La lecture de l’absorbance 
est effectuée à 430 nm

Figure II.12 : Complexes stables et labiles entre les flavonoïdes et AlCl3. 
 

 

Figure II.12 : Complexes stables et labiles entre les flavonoïdes et AlCl3. 
 

Figure. II.13 : Protocole suivie pour réaliser le dosage des flavonoïdes. 

 

 

Figure. II.13 : Protocole suivie pour réaliser le dosage des flavonoïdes. 
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II.7. Evaluation de l’activité antioxydante des extraits hydrométhanoliques 

L’évaluation de l’activité antioxydante de cette plante a été réalisée au niveau des 

laboratoires de recherche de la Faculté des Sciences de la Nature et de la Vie, Université Ferhat 

Abbas Sétif-1. 

Cette étude in vitro des extraits hydrométhanoliques des trois plantes (PS, PB et PD) a 

été effectuée en utilisant le test d’activité anti-radicalaire au DPPH ainsi que le test de piégeage 

du cation radical ABTS˙⁺. 

 

II.7.1. Activité anti-radicalaire au DPPH 

Objectif : Déterminer parmi les extraits Hydromérhanoliques ceux qui ont le plus grand pouvoir 

piégeur (scavenger) du radical DPPH. (2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl). Cette activité est à 

l’origine de l’activité antioxydante. 

 

 Principe 

Le test au DPPH est évalué par la méthode de Boumerfeg et al. 2009 [17]. Cette méthode est 

basée sur la mesure de la capacité des antioxydants à piéger le radical 2,2-diphenyl-1-

picrylhydrazyl (DPPH.). Ce dernier est réduit à la forme d’hydrazine (non radical) en acceptant 

un atome d’hydrogène. On peut résumer la réaction sous la forme de l’équation : 

DPPH
. 
+ (AH) n                  DPPH-H+ (A

.
) n 

Où AH est un composé capable de céder un H
.
 au radical DPPH

.
. 

Le DPPH. est un radical libre, de couleur violette qui devient jaune quand il est réduit par 

un donneur de proton ou de radical H
.
 [17]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                                                                                                                                                                                                              
Figure II.14 : Réaction chimique de la réduction de la forme radicale du DPPH. 

 

 

Figure II.14 : Réaction chimique de la réduction de la forme radicale du DPPH. 
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 Méthodologie 

Pour réaliser ce test, la solution de DPPH doit être préparée le jour même de la manipulation 

(0,004%). Des volumes de 50 μL de l’extrait ou des standards (Le contrôle positif comme le 

BHA ; Butylhydroxyanisole) ont été mélangés avec 1250 μL de solution de DPPH. Le mélange 

réactionnel a été agité vigoureusement et laissé reposer à l’obscurité pendant 30 minutes, 

l’absorbance est mesuré à la longueur d’onde de 517 nm. Tous les essais ont été effectués trois 

fois (Figure II.15). Le blanc a été préparé de la même manière en remplaçant l’extrait par du 

méthanol.  

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.7.1.1. Calcul du pourcentage d’inhibition 

Le pourcentage de l’activité anti-radicalaire (d’inhibition) pour chaque extrait, a été 

calculé selon l’équation suivante : 

PI % = [(AC – AE)/AC] × 100 

    AC : Absorbance en absence de l’inhibiteur (contrôle négatif). 

    AE : Absorbance en présence de l’inhibiteur (échantillon). 

Le contrôle négatif (le blanc) contient tous les réactifs à l’exception de l’échantillon à tester qui 

a été remplacé par le même volume de méthanol [18].  

 

 

 

4 mg de DPPH + 100 mL MeOH

solution de DPPH (0,004 %)

50 µL de chaqu extrait+ 
1250 µL de solution de 

DPPH

Incubation pendant 30 min 
à l'obscurité et à 

température ambiante

La lecture de l'absorbance est 
effectuée à 517 nm

Figure II.15 : Protocol du test de l’activité anti-radicalaire au DPPH. 

 

 

Figure 5 : Mécanisme de formation et piégeage du radical ABTS•+ par un 

antioxydant donneur de H• [21].Figure II.15 : Protocol du test de l’activité 

anti-radicalaire au DPPH. 
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II.7.1.2. Détermination d’IC50 

L’IC50 est définie comme étant la concentration d’échantillon nécessaire pour l’obtention 

de 50% de la forme réduite du radical DPPH. La valeur d’IC50 la plus faible correspond à 

l’efficacité de l’extrait la plus élevée [18]. 

La valeur IC50 ou bien l’efficacité anti-radicalaire a été calculée comme suit : EA=1/IC50 

EA : Efficacité anti-radicalaire. 

 

II.7.2. Activité du piégeage du cation radical ABTS ˙⁺  

Objectif : évaluer parmi les extraits hydrométhanoliques ceux présentant la plus forte capacité de 

neutralisation du cation radical ABTS˙⁺. Cette activité reflète directement le potentiel 

antioxydant des extraits étudiés. 

  

 Principe  

L’ABTS, initialement incolore, est oxydé par le persulfate de potassium (K2S2O8) pour 

former le radical cationique ABTS˙⁺, caractérisé par une coloration bleu-vert. En présence d’un 

antioxydant, ce radical est réduit, ce qui entraîne une diminution de l’intensité de sa coloration. 

L’activité antioxydante est évaluée à partir du pourcentage d’inhibition du radical ABTS˙⁺, 

déterminé par la mesure de l’absorbance à 734 nm, longueur d’onde correspondant au maximum 

d’absorption de ce radical [19, 20]. 

ABTS˙⁺ + AH → ABTSH⁺ + A˙ 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure II.16 : Mécanisme de formation et piégeage du radical ABTS•+ par 

un antioxydant donneur de H• [21]. 
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La solution du radical ABTS˙⁺ a été préparée en dissolvant 19,2 mg d’ABTS dans 5 mL 

d’eau distillée, puis en ajoutant 3,3 mg de persulfate de potassium (K2S2O8). Le mélange a été 

maintenu à l’obscurité, à température ambiante, pendant 12 à 16 heures afin de permettre la 

formation du radical ABTS˙⁺. Avant utilisation, la solution obtenue a été diluée avec de l’eau 

distillée jusqu’à l’obtention d’une absorbance de 0,70±0,02 à 734 nm. 

Pour le test antioxydant, des volumes de 40 µL de l’extrait ont été mélangés avec 160 µL 

de solution d’ABTS˙⁺. Après une incubation de 10 minutes à l’abri de la lumière, l’absorbance a 

été mesurée à 734 nm. Le blanc a été préparé dans les mêmes conditions en remplaçant l’extrait 

par du méthanol. Le butylhydroxytoluène (BHT) a été utilisé comme témoin positif [22].  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.7.2.1. Calcul du pourcentage d’inhibition 

L'activité du test à l’ABTS+. est exprimée en pourcentage et calculée par l'équation suivante : 

PI % = [(AC – AE)/AC] × 100 

    AC : Absorbance en absence de l’inhibiteur (contrôle négatif). 

    AE : Absorbance en présence de l’inhibiteur (échantillon). 

Le contrôle négatif (le blanc) contient tous les réactifs à l’exception de l’échantillon à tester qui 

a été remplacé par le même volume de méthanol. 

 

 

 

II.8. Références bibliographiques  

 

19,2 mg d’ABTS + 5 mL de H2O+ 3,3 mg de K2S2O8 

ABTS˙⁺          

40 µL de chaque dilution 
d'extrait +  160 µL de solution 

ABTS˙⁺

Incubation pendant 10 min à l’obscurité 
et à température ambiant

La lecture de l’absorbance 
est effectuée à 734 nm

Figure. II.17 : Protocole suivie pour réaliser l’activité du piégeage du cation radical ABTS ˙⁺. 
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III.1. Screening chimique 

III.1.1. Tests phytochimiques  

Le criblage phytochimique a été réalisé afin de mettre en évidence les principales 

familles de métabolites secondaires présentes dans les trois échantillons végétaux PS, PB et PD. 

Cette analyse repose sur des réactions qualitatives de caractérisation utilisant des réactifs 

spécifiques capables de produire des phénomènes de coloration, de précipitation ou de turbidité. 

L’intensité des réactions observées fournit une indication sur l’abondance relative des 

composés recherchés.  

Les résultats obtenus à partir de l’analyse de la poudre végétale des parties aériennes 

des trois plantes étudiées sont présentés dans les tableaux III.1 et III.2. Ce tableau indique la 

présence (+) ou l’absence (−) des différents groupes de métabolites secondaires détectés. 

Tableau III.1 : Criblage phytochimique de la poudre végétale de PS, PB et PD. 

Métabolites secondaires Observation PD PB PS 

Triterpènes et stérols 
 

Formation 

d’anneau rouge brunâtre en milieu acide 

 

+ ++ 

 

 

+ ++ 

 

 

+ + 

 

Alcaloïdes Absence de précipitation _ _ _ 

Saponosides 
Formation d’une mousse persistante (> 1 

cm) 
+ + + 

 

+ + + 

 

+ + + 

 

Polyphénols Changement de coloration bleu noirâtre + + + + + + + + + 

 

Tanins catéchiques 

 

Apparition des flocons blancs 

 

+ + + 

 

 

+ + + 

 

 

+ + + 

 

 

Tanins galliques 

 

absence de décoloration bleu-noirâtre, 

apparition d’une coloration jaune-marron 

légère. 

 

_ 

 

_ _ 

 

Flavonoïdes 
Changement de coloration en orange 

 

+ ++ 

 

+ 

 

+++ 

Coumarines 
Décoloration en milieu basique puis 

précipitation en milieu acide 
++ ++ ++ 

 

Anthocyanes 

Changement de coloration en orange / 

rouge-orange en milieu acide. 

Coloration jaune en milieu basique 

 

++ 

 

+ 

 

+ 

 

Antraquinones 

Anthraquinones 

libres 
 

Changement de coloration en rouge ou plus 

au moins rouge en milieu basique 

+++ ++ + 

Anthraquinones 

O-hétérosides 
+++ + +++ 

 

Coumarines 

Décoloration en milieu basique puis 

précipitation en milieu acide 
++ 

 

+ 

 

 

++ 

 

(-) : Négative, (+) : Faiblement positif, (++) : Positif, (+++) : Fortement positif 
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Tableau III.2 : Résultats des analyses phytochimiques des échantillons PD, PB et PS. 

Métabolites 

secondaires 
résultat 

 

Triterpènes et 

stérols 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Alcaloïdes  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Saponosides 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
PS 

1 2 3 4 5 6 7 9 8 10 11 

Testé Témoin 
Testé Témoin 

Testé Témoin 

PB PD PS 

Dragendroff 

 

Témoin 

PD 

PD 

Bouchardat

e 

 

Mayer 

 

Témoin 

PB 
Témoin 

PS 

PS PB 

 

 

PS 

1 2 3 4 5 6 7 9 8 10 11 

 

 

 



 

 

 Chapitre III                                                                                Résultats et discussion 

65 

Polyphénols 
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PS PD 
PS PB PD 

Tanins 

catéchiques 
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galliques 

 

 

Testé Témoin 

PS 

Testé Témoin 

PD 
Testé Témoin 

PB 

Coumarines après l’ajout de NaOH puis HCl + H2O 

Apparition 

d'un précipité 

blanc 

PB

 

W 

PD 

 

 

PB

 

W 

PS PD 

 

 

PD PS PB 

Anthraquinones O-hétérosides 

 
Anthraquinones libres 

 

La suite du tableau III.2 : Résultats des analyses phytochimiques des échantillons PD, PB et PS. 
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Selon les résultats du criblage phytochimique présentés dans le tableau III.1 et III.2, 

les saponosides, les polyphénols et les tanins catéchiques sont fortement présents dans les trois 

échantillons végétaux (PD, PB et PS), tandis que les alcaloïdes et les tanins galliques sont 

totalement absents. Les triterpènes et les stérols sont positivement détectés dans l'ensemble des 

échantillons. Les flavonoïdes, les coumarines, les anthocyanes ainsi que les anthraquinones sont 

également mis en évidence, mais avec des intensités variables selon la provenance 

géographique des plantes. Les flavonoïdes sont particulièrement abondants dans l'échantillon 

PS, alors qu'ils sont faiblement détectés dans PB. Les anthocyanes et les anthraquinones 

montrent également des variations entre les trois échantillons, avec une accumulation plus 

importante dans PD [1].  

Globalement, les résultats de notre étude révèlent une richesse des trois échantillons 

végétaux (PD, PB et PS) étudiés en composés phénoliques, en terpènes et stérols et en 

saponosides, suggérant un potentiel biologique intéressant. 

  

 Calcul de l’indice de mousse 

               Après agitation des décoctés, une mousse persistante a été observée dans les tubes 

correspondant aux trois échantillons étudiés (PD, PB et PS). L’indice de mousse a été déterminé 

à partir du tube présentant une hauteur de mousse de 1 cm, puis les valeurs obtenues ont été 

reportées dans le tableau III.3. 

 

Tableau III.3 : Valeurs de l’indice de mousse des échantillons PD, PB et PS. 

 

 

 

PD 

 

PB 

 

PS 

Volume de décocté (mL) 
3 1,4 1,9 

Concentration (g/mL) 0,003 0,0014 0,0019 

Indice de mousse 333,33 714,28 526,31 

 

Les résultats montrent que les indices de mousse sont supérieurs à 100 pour les trois 

poudres végétales, ce qui confirme la présence de saponosides dans l’ensemble des échantillons 

végétaux étudiés. Toutefois, des différences quantitatives sont observées entre les échantillons. 

En effet, l’échantillon PB présente l’indice de mousse le plus élevé, suivi de PS puis de PD, 

suggérant une teneur plus importante en saponosides dans PB et plus faible dans PD. 
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III.1.2. Analyse chromatographique sur couche mince (CCM) 

L’analyse CCM des extraits hydroalcooliques (HMeOH) (Méthanol/Eau : 70 : 30 V/V) 

des plantes PS, PB et PD, obtenus par macération, a été réalisée sur CCM de gel de silice (60 

F254, Merck) sur feuille d’aluminium et développée dans les deux systèmes de solvants SI et SII 

(Figure III.1). L’analyse montre clairement le même profil chromatographique des trois 

extraits HMeOH, ce qui suggère une composition chimique analogue.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.1 : CCM des extraits hydrométhanoliques obtenus par macération de PS, PB et 

PD, développées dans les systèmes de solvants SI et SII visualisées sous UV/365 nm. 

 

III.1.2.1. Détection des flavonoïdes 

L’analyse par CCM a confirmé la présence de flavonoïdes dans les extraits 

hydrométhanoliques des échantillons PS, PB et PD (Figures III.2 et III.3). Les 

chromatogrammes obtenus avec les systèmes d’élution SI et SII révèlent des profils 

globalement similaires sous UV à 365 nm, avec l’apparition de taches de différentes couleurs 

suggérant la présence de composés phénoliques. Toutefois, le système SI a offert une meilleure 

séparation chromatographique et une visualisation plus nette des taches.  

Les flavonoïdes sont fluorescents comme d’autres métabolites secondaires sous UV/366 

nm. Markham et Harborne [2, 3] ont montré que les flavonol avec 3-OH libre prennent une 

coloration jaune ou jaune pâle, et lorsque 3-OH est substituée, ils prennent une coloration 

violette-noire. Les flavones libres ou bien méthylés se décèlent sous forme de taches violettes-

noires et violettes-bleues sans 5-OH libre. Les flavanols et les aurones se caractérisent par 

l’apparition de taches jaunes-vertes et les isoflavone sont orange fluorescent. 
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Figure III.2 : CCM des extraits hydrométhanoliques des plantes ; PS, PB et PD, développée 

dans le système de solvants SI. 

A : observée sous UV/365 nm avant révélation, B : observée sous UV/365 nm après 

révélation avec AlCl3, C : observée dans le visible après révélation avec AlCl3 à 1%. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

 

                

 

 

Figure III.3 : CCM des extraits hydrométhanoliques des plantes ; PS, PB et PD développée 

dans le système de solvants SII. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée sous UV/365 nm après révélation avec AlCl3, C : 

observée dans le visible après révélation avec AlCl3 à 1 %. 

 

Afin de confirmer que les fluorescences observées correspondent bien à des flavonoïdes, 

les plaques ont été révélées à l’aide d’une solution de chlorure d’aluminium (AlCl3) à 1 %. Ce 
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réactif forme avec les flavonoïdes des complexes stables présentant une fluorescence 

caractéristique sous UV à 366 nm ou une coloration visible [4] (Figure III.4). Après révélation, 

plusieurs taches fluorescentes ont été observées, témoignant de la présence de différents 

flavonoïdes, qui apparaissent notamment en jaune à la lumière visible. 

 

 

 

 

Figure III.4 : Complexes stables et labiles entre les flavonoïdes et AlCl3. 

Cependant, sous UV/365 nm, la coloration des taches changent du violet en jaune 

fluorescent, du jaune en jaune marron et du noire en jaune fluorescent [5] (Figure III.2 et III. 

3) et en jaune et jaune brun dans le visible, ce qui affirme la présence des flavonoïdes dans notre 

plante. Selon les Rf des taches, les flavonoïdes présents dans cette plante sont de polarités 

différentes.  

 

III.1.2.2. Détection des polyphénols  

La recherche des polyphénols par chromatographie sur couche mince (CCM) sur gel de 

silice a été réalisée sur les extraits hydrométhanoliques des échantillons PS, PB et PD en 

utilisant les systèmes d’élution SII et SIII. Les plaques chromatographiques ont d’abord été 

examinées sous une lampe UV à 365 nm, puis révélées à l’aide d’une solution aqueuse de 

trichlorure de fer à 10 %, afin de mettre en évidence la présence des composés phénoliques 

(Figure III.5 et III.6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.5 : CCM des extraits HMeOH développée dans le système SIII. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée dans le visible après révélation avec FeCl3. 
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Figure III.6 : CCM des extraits HMeOH développée dans le système SII. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée dans le visible visible après révélation avec 

FeCl3. 

 

La révélation par une solution aqueuse de trichlorure de fer à 10 % a permet de visualiser 

les composés phénoliques sous forme de spots bleus noirâtres et bleus verdâtres ce qui confirme 

la présence des composés phénoliques dans les trois échantillons étudiés, mais moins abondant 

dans la plante PB. 

 

III.1.2.3. Détection des coumarines 

 L’identification des coumarines par chromatographie sur couche mince (CCM) sur gel de 

silice a été effectuée sur les extraits hydrométhanoliques des échantillons PS, PB et PD en 

utilisant les systèmes d’élution SIII et SIV. Après migration, les plaques chromatographiques 

ont été observées sous une lampe UV à 365 nm, puis révélées à l’aide d’une solution 

d’ammoniac afin de mettre en évidence la présence éventuelle des coumarines (Figures III.7 

et III.8). 
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Figure III.7 : CCM des extraits HMeOH développée dans le système SIII. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée sous UV/365 nm après révélation avec NH3, 

C : observée dans le visible après révélation avec solution de NH3. 
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Figure III.8 : CCM des extraits HMeOH développée dans le système SIV. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée sous UV/254 nm, C : observée sous UV/365 nm 

après révélation avec NH3, D : observée dans le visible après révélation avec NH3. 

 

La caractérisation des coumarines par CCM a révélé la présence de ces composés dans 

les trois échantillons étudiés (PS, PB et PD), bien qu'ils semblent moins abondants dans 

l'échantillon PB. Leur présence est suggérée par l'apparition de taches de couleurs verte, 

marron, marron foncé et marron noire sous UV à 365 nm, puis confirmée après révélation à 

l'ammoniac par l'observation de taches jaunes à jaune brun. [5].  

En effet, l’ammoniac est une base faible, elle ionise les hydroxyles les plus acides 

(Figure III.9), entraînant un effet bathochrome et une absorption dans le visible. 

 

 

 

Figure III.9 : Réaction de l’ammoniac sur les coumarines. 

 

III.1.2.4. Détection des alcaloïdes 

L’analyse chromatographique sur CCM des deux extraits HMeOH développées dans le 

système d’élutions SI, montre l’absence de taches de couleur orange, après révélation avec le 

réactif de Dragendor’ff (Figure III.10), ce qui indique l’absence des alcaloïdes dans notre 

plante. 
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Figure III.10 : CCM des extraits HMeOH développée dans le système SI, révélée avec le        

réactif de Dragendor’ff et observée dans le visible. 

 

III.1.2.5. Détection des terpènes et stéroïdes 

L’analyse chromatographique des terpènes et stéroïdes par CCM de gel de silice est 

réalisée sur les trois extraits HMeOH dans les systèmes SV et SVI. Les plaques de CCM sont 

visualisées sous lampe UV à 365 nm puis révélées avec une solution de la vanilline sulfurique 

et chauffées entre 100 et 110 °C (Figure III.11 et III.12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.11 : CCM des extraits hydrométhanoliques des trois Extraits ; PS, PB et PD, 

développée dans le système de solvants SV. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée sous UV/254 nm, C : observée dans visible après 

révélation par la vanilline sulfurique. 
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Figure III.12 : CCM des extraits hydrométhanoliques des trois Extraits ; PS, PB et PD, 

développée dans le système de solvants SVI. 

A : observée sous UV/365 nm, B : observée sous UV/254 nm, C : observée dans visible après 

révélation par la vanilline sulfurique. 

 

Après pulvérisation des plaques de CCM avec la vanilline-sulfurique suivie d'un 

chauffage, les taches correspondant aux terpènes et aux stéroïdes apparaissent sous différentes 

colorations (violet, bleu et rose). Ces résultats confirment la présence de ces composés dans les 

trois échantillons végétaux étudiés. Toutefois, les différences observées au niveau du nombre 

et de l'intensité des taches suggèrent une variation de leur abondance relative selon la 

provenance des plantes. 

Le criblage phytochimique par CCM a confirmé la présence des polyphénols, des 

flavonoïdes, des coumarines et des terpènes et stéroïdes dans les trois échantillons étudiés. 

L’absence des alcaloïdes a été également affirmée. 

 

III.2. Détermination de rendement d’extraction 

Le résultat de la détermination de rendements des extraits hydrométhanoliques obtenus 

par macération sont reportés dans le tableau III.4. 

Tableau III.4 : Rendements des extraits hydrométhanoliques obtenus par Macération dans le 

mélange hydrométhanolique MeOH/Eau : 7:3 V/V. 

 

Extrait Aspect Couleur Rendement % 

PD Pâteux Marron foncé 14,95 

PB Pâteux Marron foncé 8,3 

PS Pâteux Marron foncé 10,5 

SVI : n-hexane/AcOEt      
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Figure III.13 : Rendements des extraits hydrométhanoliques obtenus par macération. 

 

À partir des résultats obtenus (Tableau III.4), on peut conclure le suivant : 

 L’extrait PD donne le rendement le plus élevé par la méthode d’extraction par macération en 

utilisant le mélange hydrométhanolique MeOH/Eau : 7:3 V/V, suivies par PS puis PB.  

 L’aspect et la couleur similaires des extraits hydrométhanoliques (HMeOH) obtenus à partir 

des trois échantillons végétaux suggèrent une composition chimique globalement comparable.  

 

III.3. Analyse quantitative 

     III.3.1. Dosage des polyphénols et des flavonoïdes totaux 

  Les teneurs en polyphénols et en flavonoïdes totaux des extraits hydrométhanoliques 

obtenus par macération ont été évaluées afin d’estimer leur richesse en composés phénoliques. 

Les résultats, exprimés en mg d’équivalent d’acide gallique par gramme d’extrait (mg EAG/g 

d’extrait) pour les polyphénols et en mg d’équivalent de quercétine par gramme d’extrait (mg 

EQ/g d’extrait) pour les flavonoïdes, sont présentés dans le tableau III.5. Les quantités de ces 

composés dans les échantillons PS, PB et PD ont été déterminées à partir des courbes 

d’étalonnage établies respectivement avec l’acide gallique et la quercétine (Figures III.14 et 

III.15). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

Figure III.14 : Courbe d’étalonnage de l’acide gallique. 
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Figure III.15 : Courbe d’étalonnage de la quercétine. 

 

Tableau III.5 : Teneurs en polyphénols et en flavonoïdes des extraits hydrométhanolique. Les 

valeurs représentent les moyennes ±SD de 3 répétitions.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les variations des teneurs en polyphénols totaux et en flavonoïdes totaux observées 

entre les échantillons PS, PB et PD (tableau III.5) peuvent être attribuées aux différences des 

conditions environnementales des sites de récolte. 

L’échantillon PD (Djelfa) présente la teneur la plus élevée en polyphénols totaux 

(168,89±16,34 mgEAG/g d’extrait). Cette richesse pourrait être liée aux conditions de stress 

sévère de cette région, notamment le déficit hydrique, les températures extrêmes et le fort 

rayonnement solaire, qui stimulent la biosynthèse des composés phénoliques [6]. 

L’échantillon PS (Sétif) se distingue par la teneur la plus élevée en flavonoïdes totaux 

(15,92±0,85 mgEQ/g d’extrait). Les conditions environnementales plus favorables, 

caractérisées par une meilleure disponibilité en eau et un sol plus fertile, semblent favoriser la 

synthèse de cette famille de composés, contrairement à ce qui a été trouvé chez Artemisia annua 

et Hypericum brasiliense, le stress hydrique a entraîné une augmentation de la teneur en 

quercétine et la rutine [7].   
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168,89±16,34 11,49±0,58 

PB 145,67±6,44 9,03±1,15 

PS 110,17±7,546 15,92±0,85 
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L’échantillon PB (Batna) présente des teneurs intermédiaires en polyphénols totaux 

(145,67±6,44 mgEAG/g d’extrait) et les plus faibles teneurs en flavonoïdes totaux (9,03±1,15 

mgEQ/g d’extrait), reflétant l’influence combinée de l’altitude, du froid, rayonnement UV et 

du stress hydrique sur le métabolisme secondaire de la plante [8]. 

 

 

 

 

    

                Figure III.16 : Quantité de polyphénols totaux (mg EAG/g d’extrait). 

 

 

 

 

 

                    Figure III.17 : Quantité de flavonoïdes totaux (mg EQ/g d’extrait). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.18 : Spectrophotomètre UV-visible utilisé pour la mesure des absorbances. 
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III.4. Evaluation de l’activité antioxydante des extraits hyrométhanoliques 

    III.4.1. Test au DPPH 

        III.4.1.1. Pourcentage d’inhibition de DPPH 

Les résultats obtenus par ce test permettent de tracer les graphes de la variation du 

pourcentage d’inhibition en fonction de la concentration pour les trois extraits 

hydrométhanoliques obtenus par macération des trois plantes ; PS, PB et PD, ainsi que le BHA, 

qui est le contrôle positif (Figure III.19 et III.20). Les pourcentages d’inhibition de DPPH des 

trois extraits HMeOH et le témoin positif BHA sont reportés dans le tableau III.6. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.20 : Pourcentage d’inhibition de DPPH en présence de différentes      

concentrations du BHA. Chaque point représente la moyenne de trois répétitions ± SD (n = 3). 

 

 

 

0,015 0,020 0,025 0,030 0,035 0,040

−10

10

30

50

70

90

0

20

40

60

80

100

%
 D

'i
n

h
ib

it
io

n

C (mg/mL)

  DPPH
 PD

 PB

 PS

 

0,000 0,005 0,010 0,015 0,020 0,025 0,030

45

55

65

75

85

95

50

60

70

80

90

100

%
 D

'i
n

h
ib

it
io

n

C (mg/mL)

 BHA

 

Figure III.19 : Pourcentage d’inhibition de DPPH en présence de différentes      concentrations des 

trois extraits HMeOH. Chaque point représente la moyenne de trois répétitions ± SD (n = 3). 
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Tableau III.6 : Pourcentages d’inhibition de DPPH avec les moyennes ±SD pour les trois 

extraits hydrométhanoliques ainsi que le BHA.  

  

Les figures III.19 et III.20 mettent en évidence une activité antioxydante notable des 

trois extraits hydrométhanoliques ainsi que le standard (BHA) vis-à-vis du radical DPPH. Pour 

l’ensemble des échantillons, l’augmentation de la concentration s’accompagne d’une 

augmentation du pourcentage d’inhibition. 

L’examen des courbes montrées dans la figure III.19 et les résultats présentés dans le 

tableau III.6, permettent de tirer les conclusions suivantes : 

 Les valeurs maximales d’inhibition sont observées aux concentrations les plus élevées 

testées. Ainsi, l’extrait HMeOH de PB présente le pourcentage d’inhibition le plus élevé 

(86,73±0,178 %) à une concentration de 0,039 mg/mL, suivi de l’extrait PS avec un 

pourcentage d’inhibition de 85,76±0,07 % obtenu à une concentration de 0,024 mg/mL. 

L’extrait PD atteint quant à lui une inhibition maximale de 83,98±0,28 % à une 

concentration de 0,039 mg/mL. 

 L’extrait PS se distingue toutefois par sa capacité à maintenir des pourcentages 

d’inhibition élevés sur une large gamme de concentrations, contrairement aux extraits 

PD et PB dont l’activité diminue plus rapidement lorsque la concentration décroît. Cette 
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observation suggère une meilleure efficacité antiradicalaire de l’extrait PS aux faibles 

concentrations. 

 Le BHA, utilisé comme standard de référence, présente l’activité antioxydante la plus 

importante (figure III.20) avec un pourcentage d’inhibition maximal de 95,38±0,41% 

à une concentration de 0,01599 mg/mL. Malgré cela, les trois extraits étudiés montrent 

une activité antiradicalaire appréciable, particulièrement l’extrait PS, ce qui pourrait être 

lié à sa richesse en composés phénoliques et flavonoïdiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.21 : Résultats du test au DPPH en présence de différentes concentrations des trois 

extraits HMeOH. 

 

III.4.1.2. Concentration inhibitrice à 50% des extraits (IC50) 

Les deux paramètres, la concentration inhibitrice à 50 % (IC50) et l’efficacité anti-

radicalaire (EA = 1/IC50) sont introduits pour mieux caractériser l’activité antioxydante. Les 

valeurs d’IC50 (Figure III.22) et les données de l’écart type±SD obtenus par l’analyse 

statistique de la concentration inhibitrice à 50 % des extraits hydrométhanoliques étudiés et le 

BHA sont consignés dans le tableau III.7.  

Tableau III.7 : Valeurs des IC50 et de l’efficacité anti-radicalaire EA des extraits 

hydroalcooliques et du témoin déterminé par le test au DPPH. 

 

Extrait IC50 (mg/mL) EA 

PD 
 

0,0277±0,0015 36,10 

PB 
 

0,0277±0,00153 36,10 

PS 0,0146±0,00011 68,49 

 

BHA 0,00614±0,0004 162,87 

PD PB 

PS 
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L’analyse des résultats présentés dans le tableau III.7 et illustrés par la figure III.22 

met en évidence des différences d’activité antiradicalaire entre les extraits hydrométhanoliques 

étudiés, évaluées notamment par la concentration inhibitrice IC50. Les extraits PD et PB 

présentent la même concentration inhibitrice IC50 (0,0277±0,0015 mg/mL), indiquant une 

capacité similaire à neutraliser le radical DPPH (2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl). En revanche, 

l’extrait PS se distingue par une concentration inhibitrice plus faible (0,0146±0,00011 mg/mL), 

traduisant une activité antioxydante plus importante. Le BHA, utilisé comme référence, affiche 

la plus faible concentration inhibitrice IC50 (0,0061±0,0004 mg/mL) et constitue ainsi 

l’antioxydant le plus efficace parmi les échantillons testés. 

Les valeurs de l’efficacité antiradicalaire (EA) confirment cette observation. L’extrait 

PS présente une efficacité de 68,49, supérieure à celles de PD et PB, qui sont identiques et 

égales à 36,10. Toutefois, cette activité reste inférieure à celle du BHA, dont l’efficacité 

antiradicalaire atteint 162,87. 

À la lumière des résultats obtenus, on peut conclure que : 

 Les extraits PD et PB présentent des activités antiradicalaires similaires, traduites par 

des valeurs d’IC50 proches et des efficacités antioxydantes comparables. 

 L’extrait PS se distingue par une activité antioxydante plus élevée, mise en évidence par 

une concentration inhibitrice plus faible et une efficacité antiradicalaire supérieure à 

celles des deux autres extraits. 

 Cette différence d’activité peut être corrélée à la composition phytochimique des 

extraits, notamment à la teneur plus élevée en flavonoïdes dans PS (15,92±0,85 mg 

EQ/g d’extrait) par rapport à PD (11,49±0,578 mg EQ/g d’extrait) et PB (9,03±1,15 mg 

EQ/g d’extrait). Les flavonoïdes, connus pour leur pouvoir antioxydant, jouent 

probablement un rôle important dans la capacité de l’extrait PS à neutraliser les radicaux 

libres. 

 Globalement, l’extrait PS apparaît comme le plus performant parmi les trois 

échantillons étudiés, bien que son activité reste inférieur à celle du BHA. 
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Figure III.22 : Histogramme correspondant à la concentration inhibitrice à 50% (IC50) 

déterminées par le test au DPPH pour le BHA et les extraits HMeOH (moyenne ± SD). 

 

 

III.4.1.3. Corrélation entre efficacité anti-radicalaire déterminée par le test au DPPH et   

                 la teneur en flavonoïdes totaux 

 

Un coefficient de corrélation a été établi entre la teneur en flavonoïdes totaux des extraits 

hydrométhanoliques de la plante étudiée et leur activité antiradicalaire évaluée par le test au 

DPPH, exprimée par l’efficacité antiradicalaire (EA). La droite de régression obtenue (Figure 

III.23) est décrite par l’équation : y = 5,0099x – 13,968 avec un coefficient de détermination 

R2 = 0,875. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.23 : Corrélation entre flavonoïdes totaux et l’efficacité anti-radicalaire déterminée 

par le test au DPPH. 

La relation entre la teneur en flavonoïdes totaux et l’activité antiradicalaire évaluée par 

le test au DPPH des extraits hydrométhanoliques de PD, PB et PS a été étudiée à l’aide d’une 

analyse de corrélation. La droite de régression obtenue (y = 5,0099x − 13,968) est caractérisée 

par un coefficient de détermination élevé (R² = 0,875), indiquant l’existence d’une forte 

corrélation entre ces deux paramètres. 
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Cette valeur montre que 87,5 % de l’activité antiradicalaire observée peut être attribuée 

à la teneur en flavonoïdes totaux des extraits. Ces résultats suggèrent donc que les flavonoïdes 

jouent un rôle majeur dans la capacité des extraits à piéger le radical libre DPPH. Ces résultats 

concordent avec ceux reportés dans la littérature [9-13].  

Toutefois, la corrélation n’étant pas totale, d’autres composés bioactifs présents dans les 

extraits peuvent également intervenir dans l’activité antiradicalaire observée. Il pourrait 

notamment s’agir d'autres composés phénoliques ou d'effets synergiques entre les différents 

métabolites secondaires [14]. 

Globalement, les résultats mettent en évidence une corrélation significative entre la 

teneur en flavonoïdes totaux et l’activité antiradicalaire des extraits hydrométhanoliques de PD, 

PB et PS déterminée par le test au DPPH. 

En conclusion, les extraits étudiés présentent tous une activité antioxydante appréciable, 

avec une efficacité plus marquée pour l’échantillon PS. Les différences observées entre PS, PB 

et PD suggèrent des variations dans leur composition phytochimique, notamment en composés 

phénoliques. Ces résultats favorisent la poursuite des recherches afin d’identifier et de valoriser 

les composés bioactifs responsables de cette activité antioxydante. 

 

III.4.2. Activité du piégeage du cation radical ABTS ˙⁺  

    III.4.2.1. Pourcentage d’inhibition du cation radical ABTS ˙⁺  

La mesure du pourcentage d’inhibition du cation radical ABTS ˙⁺ des trois extraits 

HMeOH a été réalisée par comparaison avec le standard positif BHT. Les résultats obtenus sont 

représentés dans le tableau III.8 et la figure III.24 et III.25. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.24 : Pourcentage d’inhibition du cation radical ABTS ˙⁺ en présence de différentes      

concentrations des trois extraits HMeOH. Chaque point représente la moyenne de trois 

répétitions ±SD (n = 3). 
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Figure III.25 : Pourcentage d’inhibition du cation radical ABTS ˙⁺ en présence de différentes      

concentrations du BHT. Chaque point représente la moyenne de trois répétitions ± SD (n = 3). 

 

Tableau III. 8 : Pourcentages d’inhibition du cation radical ABTS ˙⁺ avec les moyennes ±SD 

pour les trois extraits hydrométhanoliques ainsi que le BHT.  

 

Les résultats du tableau III.8 et de la figure III.24 et III.25 montrent que les trois 

extraits hydrométhanoliques ainsi que le BHT possèdent une capacité à inhiber le cation radical 

ABTS˙⁺.      

Globalement, le pourcentage d’inhibition augmente avec l’augmentation de la 

concentration des extraits.L’extrait HMeOH de PD présente l’activité antioxydante la plus 

élevée parmi les extraits étudiés. Il atteint un pourcentage d’inhibition maximal de 88,21±0,16 

% à une concentration de 0,025 mg/mL et conserve une activité élevée sur une large gamme de 
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concentrations. L’extrait PS montre également une activité importante, avec un pourcentage 

d’inhibition maximal de 87,07±0,56 % à la même concentration. Quant à l’extrait PB, il 

présente une inhibition maximale de 86,59±0,16 %, mais son activité diminue plus rapidement 

lorsque la concentration diminue. 

Le BHT, utilisé comme contrôle positif, présente un pourcentage d’inhibition maximal 

de 92,187±0,477 % à une concentration de 0,067 mg/mL.  

 

L’analyse des résultats obtenus permet de conclure que : 

 Les extraits hydrométhanoliques de PD, PS et PB présentent une activité antioxydante 

importante vis-à-vis du cation radical ABTS˙⁺. 

 L’extrait PD possède le meilleur pouvoir antioxydant, suivi de PS puis de PB. 

 Les extraits PD et PS maintiennent des pourcentages d’inhibition élevés sur une large 

gamme de concentrations, traduisant une bonne capacité à neutraliser le radical ABTS˙⁺. 

 Le BHT a présenté l’activité antioxydante la plus élevée dans les conditions 

expérimentales utilisées, tandis que les trois extraits hydrométhanoliques ont montré 

une activité antiradicalaire importante, mais inférieure à celle du standard. 

 L’activité antioxydante observée pourrait être attribuée à la présence de composés 

phénoliques et flavonoïdiques dans les extraits. 

  

 

 

 

 

 

 

Figure III.26 : Résultats du test à l’ABTS˙⁺. 

 

III.4.2.2. Concentration inhibitrice à 50% des extraits (IC50) 

Les valeurs d’IC50 (Figure III.27) et les données de l’écart type±SD obtenus par 

l’analyse statistique de la concentration inhibitrice à 50 % des extraits hydrométhanoliques 

étudiés et le BHT sont consignés dans le tableau III.9. 
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Tableau III.9 : Valeurs de l’IC50 et de l’efficacité antiradicalaire (EA) des extraits    

hydrométhanoliques et du témoin positif (BHT) déterminées par le test à l’ABTS˙⁺. 

 

Extrait IC50 (mg/mL) EA 

PD 
 

0,0059±0,00135 169,491 

PB 
 

0,0167±0,00015 59,880 

PS 0,0068±0,00135 147,058 

 

BHT 0,00129±0,0003 775,193 

 

L’analyse des résultats présentés dans le tableau III.9 et illustrés par la figure III.27 

met en évidence des différences d’activité antiradicalaire entre les extraits hydrométhanoliques 

étudiés vis-à-vis du radical ABTS˙⁺. L’extrait PD présente une concentration inhibitrice à 50 % 

(IC50) de 0,0059±0,00135 mg/mL, légèrement inférieure à celle de l’extrait PS 

(0,0068±0,00135 mg/mL), traduisant ainsi une activité antioxydante plus importante. En 

revanche, l’extrait PB affiche une valeur d’IC50 plus élevée (0,0167±0,00015 mg/mL), 

indiquant une capacité plus faible à neutraliser le radical ABTS˙⁺. 

Les valeurs de l’efficacité antiradicalaire (EA) confirment ces résultats. L’extrait PD 

présente l’efficacité la plus élevée (169,491), suivi de PS (147,058), tandis que PB montre 

l’efficacité la plus faible (59,880). 

Le BHT, utilisé comme témoin positif, possède la plus faible valeur d’IC50 

(0,00129±0,0003 mg/mL) et la plus forte efficacité antiradicalaire (775,193), ce qui confirme 

son activité antioxydante supérieure à celle des extraits étudiés. 

Les résultats obtenus permettent de tirer les conclusions suivantes : 

 Les extraits PD et PS présentent des activités antiradicalaires importantes et 

relativement proches vis-à-vis du radical ABTS˙⁺. 

 L’extrait PD possède le meilleur pouvoir antioxydant parmi les extraits étudiés, comme 

en témoignent sa plus faible valeur d’IC50 et sa plus forte efficacité antiradicalaire. 

 L’extrait PB présente l’activité antiradicalaire la plus faible des trois échantillons. 

 Bien que les extraits étudiés possèdent une activité antioxydante appréciable, celle-ci 

demeure inférieure à celle du BHT utilisé comme référence. 

 Les différences observées entre les extraits pourraient être attribuées à des variations de 

leur composition phytochimique, notamment en composés phénoliques et 

flavonoïdiques. 
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          Figure III.27 : Histogramme correspondant à la concentration inhibitrice à 50% (IC50)     

           du radical cationique ABTS˙⁺ avec ± SD du BHT et des extraits hydrométhanoliques. 

 

III.4.2.3. Corrélation entre efficacité anti-radicalaire déterminée par le test à l’ABTS˙⁺ et 

la teneur en flavonoïdes totaux 

Afin d’évaluer l’influence des flavonoïdes sur l’activité antiradicalaire, une analyse de 

corrélation a été réalisée entre la teneur en flavonoïdes totaux des extraits hydrométhanoliques 

et leur efficacité antiradicalaire (EA) déterminée par le test au radical ABTS˙⁺. La relation 

obtenue est représentée par la droite de régression de la figure III.28, dont l’équation est :  

y = 10,556x – 2,7683 avec un coefficient de détermination R2 = 0,4052. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.28 : Corrélation entre flavonoïdes totaux et l’efficacité anti-radicalaire mesurée par 

le test au radical cationique ABTS˙⁺. 

 

La valeur de R2 indique que 40,52 % de la variation de l’activité antiradicalaire vis-à-

vis du radical ABTS˙⁺ peut être expliquée par la teneur en flavonoïdes totaux. Les flavonoïdes 

contribuent donc à l’activité antioxydante des extraits, mais leur contribution demeure limitée. 
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La faible valeur de R² suggère que d’autres composés bioactifs présents dans les extraits 

participent également à la neutralisation du radical ABTS˙⁺. Il peut notamment s’agir des 

polyphénols non flavonoïdiques ou d’autres métabolites secondaires agissant seuls ou en 

synergie. 

Globalement, ces résultats montrent que l’activité antiradicalaire mesurée par le test 

ABTS˙⁺ ne dépend pas exclusivement de la teneur en flavonoïdes totaux, mais résulte 

probablement de l’action combinée de plusieurs familles de composés antioxydants présentes 

dans les extraits. 

 

À l’issue de cette étude, les analyses phytochimiques ont révélé la présence de plusieurs 

familles de métabolites secondaires dans les extraits hydrométhanoliques des échantillons 

récoltés à Sétif (PS), Batna (PB) et Djelfa (PD). Les dosages des polyphénols totaux et des 

flavonoïdes totaux ont mis en évidence des variations liées à l’origine géographique des 

échantillons. Les tests au DPPH et à l’ABTS˙⁺ ont montré une activité antioxydante importante 

des trois extraits, tandis que les analyses de corrélation ont souligné l’implication des composés 

flavonoïdiques dans cette activité. Ces résultats confirment le potentiel de cette plante comme 

source naturelle de composés bioactifs présentant un intérêt antioxydant. 
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 Conclusion  

Depuis toujours, les plantes médicinales occupent une place importante dans la recherche 

de nouvelles molécules d'intérêt thérapeutique. Leur richesse en métabolites secondaires 

représente une source précieuse de composés bioactifs pouvant être valorisés dans différents 

domaines, notamment en pharmacie, en nutrition et en cosmétique. Dans cette optique, l'étude 

de la composition phytochimique de plantes provenant de différentes zones géographiques 

permet de mieux comprendre l'influence des conditions environnementales sur leur potentiel 

biologique. 

Le présent travail consiste en une étude phytochimique comparative visant à déterminer la 

composition chimique, les teneurs en phénols et en flavonoïdes totaux ainsi que l'activité 

antioxydante d'une plante médicinale appartenant à la famille des Lamiaceae, récoltée dans 

trois régions différentes d'Algérie : Djelfa (PD), Batna (PB) et Sétif (PS). Cette étude a pour 

objectif d'évaluer l'influence de la provenance géographique sur la répartition des métabolites 

secondaires, d'identifier l'échantillon le plus riche en composés phénoliques et présentant la 

meilleure activité antioxydante, et de mettre en évidence les métabolites secondaires 

susceptibles d'être à l'origine de ces activités biologiques. 

Les résultats du criblage phytochimique ont montré que les trois échantillons étudiés 

renferment une grande diversité de composés bioactifs. Les saponosides, les polyphénols et 

les tanins catéchiques ont été fortement mis en évidence dans l'ensemble des échantillons, 

traduisant leur richesse en ces métabolites d'intérêt. Les triterpènes et les stérols ont également 

été détectés dans les trois provenances, avec des intensités relativement proches. 

À l'inverse, les alcaloïdes et les tanins galliques n'ont été détectés dans aucun des 

échantillons analysés. D'autres métabolites secondaires, tels que les flavonoïdes, les 

coumarines, les anthocyanes et les anthraquinones, ont présenté des variations selon la région 

de récolte. L'échantillon provenant de Sétif (PS) s'est distingué par une teneur plus importante 

en flavonoïdes, alors que celui de Batna (PB) en contenait moins. Les anthocyanes ainsi que 

les anthraquinones libres étaient davantage représentées dans l'échantillon de Djelfa (PD). 

Quant aux anthraquinones O-hétérosides, elles étaient particulièrement abondantes dans les 

échantillons PD et PS, contrairement à l'échantillon PB où leur présence était plus faible. Les 

coumarines ont été retrouvées dans les trois échantillons, avec une intensité modérée dans les 

échantillons de Djelfa et de Sétif. Ainsi, la détermination des grands groupes chimiques de 

cette plante contribue à leur valorisation dans le projet d’une meilleure exploitation. 

 

La quantification des polyphénols totaux et des flavonoïdes totaux a été réalisée sur les 

extraits hydrométhanoliques des échantillons végétaux de cette espèce, obtenus par 
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macération. Les résultats ont montré que l'extrait PD présentait le rendement d'extraction le 

plus élevé (14,95 %), suivi des extraits PS (10,5 %) et PB (8,3 %). De plus, l'extrait PD a 

révélé la teneur en polyphénols totaux la plus importante, avec une valeur de 168,89±16,34 

mg EAG/g d'extrait, contre 145,67±6,44 mg EAG/g d'extrait pour l'échantillon PB et 

110,17±7,55 mg EAG/g d'extrait pour l'échantillon PS. 

D'autre part, l'extrait hydrométhanolique PS s'est distingué par la teneur la plus élevée en 

flavonoïdes totaux, soit 15,92±0,85 mg EQ/g d'extrait, comparativement aux extraits PD et 

PB qui ont présenté des teneurs respectives de 11,49±0,58 mg EQ/g d'extrait et 9,03±1,15 mg 

EQ/g d'extrait. 

 

Le test du DPPH a montré que les extraits hydrométhanoliques présentent une activité 

antioxydante variable selon l’origine géographique. L’extrait PS est le plus actif avec une IC₅₀ 

de 0,0146±0,00011 mg/mL, suivi des extraits PD et PB qui présentent des valeurs identiques 

de 0,0277±0,0015 et 0,0277±0,00153 mg/mL. Le BHA, utilisé comme référence, reste plus 

actif avec une IC₅₀ de 0,00614±0,0004 mg/mL. 

Cependant, l’activité antioxydante de ces extraits est en grande partie liée à leur contenu 

phénolique. L’étude a montré que 87,5 % de la capacité de piégeage du radical DPPH• est 

attribuée à la contribution des composés flavonoïdiques, qui constituent les principaux 

antioxydants présents dans ces extraits. 

L’évaluation de l’activité antioxydante par le test ABTS•+ a montré une différence 

nette entre les extraits hydrométhanoliques des trois échantillons étudiés. L’extrait PD 

présente la meilleure activité avec une IC₅₀ de 0,0059±0,00135 mg/mL, suivi par l’extrait PS 

(0,0068±0,00135 mg/mL), tandis que l’extrait PB montre une activité plus faible avec une 

IC₅₀ de 0,0167±0,00015 mg/mL. En comparaison, le BHT, utilisé comme référence, reste le 

plus actif avec une IC₅₀ de 0,00129±0,0003 mg/mL. 

L’étude de la corrélation entre les teneurs en flavonoïdes et l’activité antioxydante a 

montré une relation faible, avec un coefficient de détermination R² = 0,4052. Ce résultat 

indique que les flavonoïdes ne sont pas les seuls responsables de cette activité antioxydante 

observée, et que d’autres composés bioactifs présents dans les extraits peuvent également 

contribuer à cette activité. 

Les résultats montrent que les échantillons étudiés sont riches en métabolites 

secondaires et présentent une activité antioxydante remarquable. Des différences ont été 

observées selon l’origine géographique, indiquant l’influence des conditions 
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environnementales sur la composition chimique et l’activité biologique. Ces résultats mettent 

en évidence l’intérêt de poursuivre l’étude pour identifier les composés responsables de cette 

activité et explorer leurs applications potentielles. 

 

En perspective, plus de travail sera fait dans la continuité du travail entamé :   

 Analyser qualitativement ces trois extraits HMeOH obtenus par des méthodes 

performantes comme l’CLHP/MS et l’CLHP/RMN (dériplication). 

 Evaluer d'autres tests antioxydants et d’autres activités biologiques : 

antibactérienne, anti-inflammatoire, antifongique, ani-AGEs… 

 Isoler de nouvelles molécules qui sont probablement à l’origine de cette 

importante activité antioxydante.  
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Résumé 

 

   Le présent travail est une étude phytochimique comparative d’une plante médicinale de la 

famille des Lamiaceae récoltée dans trois régions d’Algérie : Djelfa (PD), Batna (PB) et Sétif (PS). 

Elle vise à déterminer la composition chimique, les teneurs en polyphénols et en flavonoïdes 

totaux, ainsi que l’activité antioxydante afin d’évaluer l’influence de l’origine géographique. Le 

criblage phytochimique a révélé que les trois échantillons sont riches en métabolites secondaires 

(saponosides, polyphénols, tanins catéchiques, triterpènes, stérols, flavonoïdes, coumarines, 

anthocyanes et anthraquinones), avec des variations selon les régions, tandis que les alcaloïdes et 

les tanins galliques sont absents. L’étude quantitative a révélé que le rendement d’extraction le 

plus élevé est obtenu pour l’échantillon PD (14,95 %), suivi de PS (10,5 %) et PB (8,3 %). Les 

teneurs en polyphénols totaux sont les plus élevées dans l’extrait PD (168,89±16,34 mg EAG/g 

d’extrait), suivies de PB (145,67±6,44 mg EAG/g d’extrait) puis PS (110,17±7,55 mg EAG/g 

d’extrait). En revanche, les flavonoïdes totaux sont plus abondants dans l’extrait PS (15,92±0,85 

mg EQ/g d’extrait), comparé à PD (11,49±0,58 mg EQ/g d’extrait) et PB (9,03±1,15 mg EQ/g 

d’extrait). L’activité antioxydante varie selon les tests réalisés. Au test DPPH, PS présente la 

meilleure activité (IC₅₀ = 0,0146±0,00011 mg/mL), suivi de PD et PB (0,0277±0,0015 mg/mL), 

avec une forte corrélation avec les flavonoïdes (R² = 0,875). Au test ABTS•+, PD et PS présentent 

des activités proches (0,0059±0,00135 mg/mL et 0,0068±0,00135 mg/mL), supérieures à PB 

(0,0167±0,00015 mg/mL), avec une corrélation plus faible avec les flavonoïdes (R² = 0,4052). Les 

résultats montrent que les flavonoïdes contribuent de manière variable à l’activité antioxydante 

selon le test utilisé, suggérant l’intervention d’autres composés bioactifs. 

 

Mots clés : Screening phytochimique, CCM, Métabolites secondaires, Lamiaceae, Extraction, 

Polyphénols totaux, Flavonoïde totaux, Activité antioxydante. 
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Summary 

  

This work is a comparative phytochemical study of a medicinal plant belonging to the 

Lamiaceae family collected from three regions in Algeria: Djelfa (PD), Batna (PB), and Sétif (PS). 

It aims to determine the chemical composition, total phenolic and flavonoid contents, as well as 

the antioxidant activity in order to evaluate the influence of geographical origin. Phytochemical 

screening revealed that all three samples are rich in secondary metabolites, including saponins, 

polyphenols, condensed tannins, triterpenes, sterols, flavonoids, coumarins, anthocyanins, and 

anthraquinones, with variations according to the regions, while alkaloids and gallic tannins were 

absent. The highest extraction yield was observed for PD (14.95%), followed by PS (10.5%) and 

PB (8.3%). Total phenolic contents were highest in PD (168.89±16.34 mg GAE/g of extract), 

followed by PB (145.67±6.44 mg GAE/g of extract) and PS (110.17±7.55 mg GAE/g of extract). 

In contrast, total flavonoid contents were higher in PS (15.92±0.85 mg QE/g of extract) compared 

to PD and PB. Antioxidant activity varied depending on the assays performed. In the DPPH assay, 

PS showed the highest activity (IC50 = 0.0146±0.00011 mg/mL), followed by PD and PB (0.0277 

mg/mL), with a strong correlation with flavonoids (R² = 0.875). In the ABTS•+ assay, PD and PS 

showed close activities (0.0059 ± 0.00135 and 0.0068±0.00135 mg/mL), higher than PB 

(0.0167±0.00015 mg/mL), with a weaker correlation with flavonoids (R² = 0.4052). The results 

indicate that flavonoids contribute variably to antioxidant activity depending on the assay used, 

suggesting the involvement of other bioactive compounds. 

 

Key words: Phytochemical screening, TLC, Secondary metabolites, Asteraceae, Extraction, Total 

polyphenols, Total flavonoid, Antioxidant activity. 
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 ملخص

 

(، جُمعت عيناته Lamiaceaeلنبات طبي ينتمي إلى فصيلة الشفويات )هذا العمل عبارة عن دراسة كيميائية نباتية مقارنة          

(. وتهدف هذه الدراسة إلى تحديد التركيب الكيميائي، PS( وسطيف )PB(، باتنة )PDمن ثلاث مناطق جزائرية هي: الجلفة )

دراسة تأثير المنشأ ضاد للأكسدة، وذلك لوتقدير محتوى البوليفينولات الكلية والفلافونويدات الكلية، بالإضافة إلى تقييم النشاط الم

الكيميائي النباتي أن العينات الثلاث غنية بالمستقلبات الثانوية، بما في ذلك  الفحصأظهر  .الجغرافي على هذه الخصائص

 ،الصابونينات، والبوليفينولات، والتانينات الكاتيشية، والتريتربينات، والستيرولات، والفلافونويدات، والكومارينات

والأنثوسيانينات، والأنثراكينونات، مع وجود اختلافات تبعًا للمنطقة الجغرافية، في حين لوحظ غياب القلويدات والتانينات الغالية 

بنسبة  PDسُجل في العينة استخلاص للمستخلصات الهيدروميثانولية أظهرت الدراسة الكمية أن أعلى مردود  في جميع العينات.

. كما كانت أعلى تراكيز البوليفينولات الكلية في % 8.3بنسبة  PBثم العينة  % 10.5بنسبة  PSة ، تلتها العين% 14.95

بقيمة  PBملغ مكافئ حمض الغاليك/غ من المستخلص، تليها العينة  16.34±168.89، حيث بلغت PDالمستخلص 

ملغ مكافئ حمض الغاليك/غ  7.55±110.17بقيمة  PSملغ مكافئ حمض الغاليك/غ من المستخلص، ثم العينة  145.67±6.44

ملغ مكافئ  0.85±15.92، حيث بلغت PSمن المستخلص. في المقابل، سُجلت أعلى تراكيز الفلافونويدات الكلية في المستخلص 

ملغ مكافئ  1.15±9.03و 0.58±11.49اللذين بلغا  PBو PDالكيرسيتين/غ من المستخلص، مقارنةً بالمستخلصين 

اختلف النشاط المضاد للأكسدة باختلاف الاختبارات المستخدمة. ففي اختبار  يتين/غ من المستخلص، على التوالي.الكيرس

DPPH،  أظهرت العينةPS  أفضل نشاط مضاد للأكسدة، حيث بلغت قيمةIC₅₀ 0.0146±0.00011  ملغ/مل، تلتها العينتان

PD وPB  وجود ارتباط قوي بين هذا النشاط ومحتوى الفلافونويدات )ملغ/مل، مع  0.0015±0.0277بقيم متقاربة بلغتR² 

 0.00135±0.0059نشاطًا متقاربًا ) PSو PD، فقد أظهرت العينتان ABTS•+(. أما في اختبار 0.875 =

ملغ/مل(، مع وجود  0.0167±0.00015) PBملغ/مل، على التوالي(، وكان أعلى من نشاط العينة  0.00135±0.0068و

تشير النتائج إلى أن مساهمة الفلافونويدات في النشاط . (R² = 0.4052) بين هذه الفعالية والفلافونويدات الكلية ضعيفارتباط 

 المضاد للأكسدة تختلف باختلاف الاختبار المستخدم، مما يدل على احتمال تدخل مركبات حيوية أخرى في هذا النشاط. 

 استخلاص، ،Lamiaceae الثانوي، نواتج الأيض الرقيقة،كروماتوغرافيا الطبقة  نباتي،: فحص كيميائي الكلمات المفتاحية

 .نشاط مضاد للأكسدة كلية، اتفلافونويد كلية، تبوليفينولا
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Annexes 

       Annexe I.1:  Méthodes d’extractions des produits naturels 

Les  produi t s  nature l s  peuvent  ê t re  ex t ra i t s  des  p lan tes  en  u t i l i san t  l es  

méthodes  d’ext rac t ions  suivantes  :   

1. Infusion: C’est la forme de préparation la plus simple, elle se prépare en versant de l’eau 

bouillante sur les parties de plantes fraîches ou séchées et les bien tremper afin d’extraire 

leurs principes médicinales. Elle convient pour l’extraction de parties délicates ou finement 

hachées des plantes: feuilles, fleurs, graines, écorces et racines, ayant des constituants 

volatiles ou thermolabiles comme les huiles essentielles  

2. Décoction: Elle convient pour l’extraction de matières végétales dur ou très dur : bois, 

écorce, racines, ou des plantes avec des constituants peu solubles (ex : l’acide silicique). Elle 

consiste à faire bouillir les plantes fraîches ou séchées dans de l’eau pendant 10 à 30 min, 

pour bien extraire les principes médicinales  

3. Macération: un procédé qui consiste à laisser séjourner un solide (matière végétale) dans 

un liquide pendant plusieurs heures, voir plusieurs jours, pour permettre aux constituants 

actifs de bien diffuser. Elle concerne aussi les plantes dont les substances actives risquent de 

disparaître ou de se dégrader sous l’effet de la chaleur par ébullition. C’est la méthode 

d’extraction préconisée par la médecine traditionnelle. 

4. Hydrodistillation: C’est une pratique très ancienne utilisant la vapeur d’eau pour récupérer 

les principes volatiles. Développée par Jabir Ibn Hayyan (Geber 721-815) qui a rajouté 

l’alambic à l’ancien appareil de distillation pour la réfrigération, mais utilisée par Al Kindi 

(Alchindius 805 873) et Ibn Sina (Avicenne 980-1037) pour la préparation des parfums. Les 

eaux distillées ou hydrolats, sont obtenues par distillation de la plante (feuilles, tiges…), alors 

que les eaux florales sont obtenues de la même manière mais à partir des fleurs. De nos jours 

cette technique traditionnelle est encore utilisée à Constantine pour l’extraction de certaines 

plantes aromatiques. 

5. Extraction à reflux (Soxhlet) : Cette méthode est considérée comme une méthode 

universelle pour l’extraction solide-liquide. L’extraction est effectuée  à l’aide d’un  petit  

appareil  simple.  Ce  système  est composé d’un ballon, d’un extracteur (réservoir) et d’un 

réfrigérant, la matière solide est introduit dans une cartouche de cellulose fixée sur un 

réservoir de solvant, le solvant chauffé est vaporisé puis condensé au niveau du réservoir 

(Figure I).  
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Figure I.  : Photo d'un extracteur au Soxhlet. 

 

6. Extraction assisté par ultrasons (EAU) : L'UAE est une technique peu onéreuse, utilisable 

avec n‘importe quel type de solvant et simple à mettre en place. En effet, l‘extraction peut 

être réalisée de manière très simple en utilisant un bain à ultra-sons, ce qui par-ailleurs permet 

d‘effectuer plusieurs extractions simultanément ou via une sonde ultrasonore combinée à un 

agitateur. 

Annexe I.2 : Méthodes d’analyses chromatographiques de produits naturels 

Les méthodes utilisées pour la séparation et la purification des produits naturels sont 

généralement des méthodes chromatographiques telle que : 

 

1. La chromatographie sur colonne: est une méthode de séparation des constituants 

d'un mélange par migration dans un dispositif. Cette chromatographie est basée sur le 

même principe que la CCM, sauf que la silice est placée dans une colonne et non sur 

une plaque. Le but est toutefois différent: la chromatographie sur colonne sert à 

séparer des produits, soit à purifier un produit de réaction. C’est la méthode standard 

de purification dans un laboratoire de chimie organique.  
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Figure II: colonne de gel de silice. 

 

2. La chromatographie sur couche mince(CCM): est une technique de chromatographie 

couramment utilisée pour analyser ou séparer les composants d’un extrait brut ou une 

fraction. Alors, elle permet d’avoir une idée globale des métabolites présents. Elle 

comprend : une phase stationnaire : une couche mince de matériel absorbant (usuellement 

du gel de silice, de l'oxyde d'aluminium, de la cellulose ou de la polyamide) et une phase 

liquide, dite phase mobile ou éluant : un solvant ou un mélange de solvants qui va 

entraîner les composés à séparer (ou à analyser) le long de la phase stationnaire.  

 

3. La chromatographie en phase liquide à haute performance HPLC: La chromatographie 

liquide à haute performance à phase inverse est une technique de séparation, dans laquelle la 

phase mobile est un liquide polaire (solvant), et la phase stationnaire est une colonne 

étroitement emballée par des particules C18 (apolaire), ces particules ayant un diamètre 

moins de 10μm, ce qui nécessite de pomper la phase mobile à travers la colonne à haute 

pression. La pompe garde un débit précis de sorte que le temps de rétention de chaque pic 

peut être employé pour identifier des pics de l’échantillon à tester. 

4. La chromatographe en phase gazeuse : Le rôle du chromatographe est de séparer les 

constituants d’un mélange. La chromatographie en phase gazeuse est réservée à l’analyse de 

composés relativement volatils et thermiquement stables. Le chromatographe en phase 

gazeuse est constitué de trois modules : un injecteur, une colonne capillaire dans un four et un 

détecteur. Il existe différents types de détecteurs mais le spectromètre de masse tend 

aujourd’hui à supplanter tous les autres car il est le seul à fournir des informations structurales 

sur les composés séparés par chromatographie. 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Chromatographie
http://fr.wikipedia.org/wiki/Phase_stationnaire
http://fr.wikipedia.org/wiki/Gel_de_silice
http://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyde_d%27aluminium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Cellulose
http://fr.wikipedia.org/wiki/Chromatographie_en_phase_liquide
http://fr.wikipedia.org/wiki/Chromatographie_en_phase_liquide
http://fr.wikipedia.org/wiki/Phase_mobile
http://fr.wikipedia.org/wiki/%C3%89luant
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4.1. L’injecteur : L’injecteur est une zone chauffée où l’échantillon est introduit en solution 

au moyen d’une seringue puis vaporisé et mélangé au gaz vecteur. Le gaz vecteur, 

classiquement de l’hélium, constitue la phase dite "mobile". Son rôle consiste à véhiculer les 

analytes depuis l’injecteur jusqu’au détecteur via la colonne analytique. La viscosité d’un gaz 

variant avec la température, la plupart des injecteurs sont aujourd’hui équipés d’un régulateur 

électronique de débit. Ce dernier ajuste la pression du gaz en fonction de la température, de 

manière à ce que le débit gazeux dans la colonne soit constant, ce qui améliore 

considérablement les performances du chromatographe. 

4.2. La colonne : Il existe deux types de colonnes : les colonnes remplies et les colonnes 

capillaires. Les colonnes remplies sont un diamètre de quelques millimètres et une longueur 

de l’ordre du mètre. Elles sont remplies de granules de support inerte, généralement de la 

silice, dont la surface est imprégnée ou greffée avec la phase stationnaire. Elles sont 

aujourd’hui supplantées par les colonnes capillaires, dont le pouvoir de résolution est bien 

supérieur. Les colonnes capillaires sont de simples tubes d’acier inoxydable, de verre ou de 

silice fondue (matériau inerte vis-à-vis de la phase stationnaire et des échantillons) de 

diamètre intérieur compris entre 0,1 et 0,5 mm, et d’une longueur typique de plusieurs 

dizaines de mètres, pouvant aller jusqu’à 100 m. Pour tenir dans l’appareil, la colonne est 

enroulée, avec des spirales ayant 10 à 30 cm de diamètre. La surface interne de ce tube est 

recouverte d’un film de 0,1 à 5 µm d’épaisseur constitué de la phase stationnaire. Ce film est 

mis en place par greffage ou simple déposition, le greffage étant généralement préféré pour 

des raisons de stabilité thermique. Par exemple, la Carbowax® est une colonne capillaire 

comportant un film polaire de polyéthylène glycol greffé en surface, film qui constitue la 

phase stationnaire. La SE-30® est une colonne capillaire apolaire comportant un film de 

polydiméthylsiloxane qui constitue la phase stationnaire. 

Afin de maximiser l’influence de l’équilibre de partage, la colonne est choisie de telle sorte 

que le temps de rétention des analytes soit important. Une colonne capillaire de faible 

diamètre, longue, présentant une phase stationnaire épaisse et ayant des propriétés chimiques 

similaires aux molécules de l’échantillon permet typiquement d’obtenir de meilleures 

séparations. 

2.3. Le four : La colonne est contenue dans un four de type chaleur tournante, dont la 

température est précisément ajustable (typiquement entre 20 °C et 350 °C) et programmable. 

Les températures utilisables en pratique dépendent des domaines de stabilité en température 

de la colonne utilisée, et de ceux des composés analysés. Plus la température du four (et donc 

de la colonne) est élevée, plus les analytes se déplacent rapidement dans la colonne, mais 
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moins ils interagissent avec la phase stationnaire, et donc moins les analytes sont séparés. 

Plus la température du four est basse, meilleure est la séparation des analytes mais plus 

longue est l’analyse. Le choix de la température est donc un compromis entre la durée de 

l’analyse et le niveau de séparation désiré. Une méthode pour laquelle la température est 

gardée constante tout au long de l’analyse est appelée « isotherme ». A l’inverse, on peut 

choisir d’augmenter la température du four au cours de l’analyse : cette méthode est appelée 

« gradient ». D’une manière générale, une méthode isotherme tend à donner des pics larges 

pour les espèces les plus retenues, et donc une moins bonne séparation. 


