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Résumé

Résumé

Les industries oléicoles, en plus de leur production principale qui est l’huile d’olive,

génèrent des quantités énormes d’effluents nommés Margines dont le déversement dans la

nature entraîne une pollution accrue de l’environnement et un gaspillage d'une source

potentielle de produits à divers usages.

L’objectif de cette étude est de faire une étude phytochimique des margines issues

de l’extraction d’huile d’olives (de la variété Chemlal) dans la région de Baghai Wilaya de

Khenchela.

La caractérisation physico-chimique des échantillons a montré des rejets liquides

avec un taux d’humidité élevés [95%], acides [pH = 4,46] et un teneur en solide total en

suspension beaucoup plus important (0,90%), très riches en matières organique [MO = 98

%] et en sucres totaux [0,36 mg/ml] et pauvres en élément minéraux [CE = 4,76 mS/cm],

et en azote total 0,30 g/l. Une extraction liquide-liquide a été effectuée, en utilisant

l’acétate d’éthyle. Les dosages des polyphénols totaux ont été déterminés par la méthode

de Folin-Ciocalteu [0,05mg EAG /ml E] et les flavonoïdes totaux sont déterminés par le

trichlorure d’aluminium [8,24µg EQ /ml E].

Le screening phytochimique réalisé nous a permis de mettre en évidence la

présence des flavonoïdes, les coumarines, composés réducteurs avec des quantités

importante et en quantités moindres des alcaloïdes et des terpénoïdes. De même nous

avons noté l’absence totale des saponines.

L’analyse qualitative des extraits par CPG-MS et HPLC-MS a révélé la richesse des

margines par de nombreux acides gras et des composés phénoliques.

Mots clés : margine, extraction, screening phytochimique, polyphénols,   acide

gras, chromatographie.



Abstract

Abstract

The olive-growing industries, in addition to their main production which is olive

oil, generate huge quantities of effluents named Margine whose discharge into the

environment leads to an increased pollution of the environment and a waste of a potential

source of products for various uses.

The objective of this study is to make a phytochemical study of the olive mill waste

water resulting from the extraction of olive oil (of the Chemlal variety) in the region of

Baghai Wilaya of Khenchela.

The physicochemical characterization of the samples showed liquid discharges with

high humidity [95%], acids [pH = 4.46] and higher total suspended solids content (0.90%).

very rich in organic matter [MO = 98%] and total sugar [0.36 mg / ml] and poor in mineral

elements [EC = 4.76 mS / cm], and in total nitrogen 0.30 g / l. Liquid-liquid extraction was

performed using ethyl acetate. The total polyphenol assays were determined by the method

of Folin-Ciocalteu [0.05 mg EAG / ml E] and the total flavonoids are determined by

aluminum trichloride [8.24 μg EQ / ml E].

The phytochemical screening carried out allowed us to highlight the presence of

flavonoids, coumarins, reducing compound with significant amounts and in smaller

amounts of alkaloids and terpenoids. Similarly, we noticed the total absence of saponins.

The qualitative analysis of the extracts by GC-MS and LC-MS revealed the

presence of numerous fatty acids and phenolic monomers.

Key words: olive mill waste water, extraction, phytochemical screening,

polyphenols, fatty acid, chromatographic.



الملخص

الملخص

كمیات ھائلة من بالرغم مما عرفتھ صناعة الزیتون من نمو كبیر وإنتاجھا الرئیسي لزیت الزیتون إلا أنھا خلفت

.لمصدر كبیر لمواد ذات استعمالات عدیدةوإھدارالنفایات السائلة یشكل طرح ھذه الأخیرة في الطبیعة تلوث 

الھدف من ھذه الدراسة ھو القیام بدراسة فیتو كیمیائیة للنفایات السائلة الناتجة عن استخراج زیت الزیتون للصنف 

شملال في منطقة بغاي ولایة خنشلة.

, [98%, PH=4,46] رطوبة وحموضة عالیتینأظھرت الخصائص الفیزیوكیمیائیة لعینات حمض النفایات السائلة  

وكذلك السكریات الكلیة [MO=98%]والمواد العضویة [0,90%] الصلبة المعلقةومحتوى جد مھم لكل من المواد

والازوت [30 ,0غ/ل] [م=4,76ملي/سم ] لكل من العناصر المعدنیة و محتوى ضعیف  [ مل/مغ 0, 36]

باستخدام خلات الایثیل وتم تحدید جرعات من إجمالي البولیفینول تم إجراء استخراج السائل السائل

وجرعات من إجمالي الفلافنوید حددت بواسطة  Folin Ciocalteu [0,05mg EAG/ml E]بواسطة

Trichlorure d’aluminum [8,24µg EQ/ml E]

وأشباه التقصي الفیتو كیمیائي سمح بالكشف عن وجود نواتج ایضیة ثانویة بكمیات مھمة الفلاقونوید الكومارینس 

سمح بالكشف والسائلة فقدأما فیما یخص التحلیل النوعي للمستخلصات عن طریق الكروماتوغرافیا الغازیة القلویات

الفینولعن ثراء المرج بالعدید من الأحماض الدھنیة وعدیدات 

الكروماتوغرافي-الدھنیةالأحماض -البولیفینول-التقصي الفیتو كیمیائي-استخراج-ةالسائلالنفایات : الدالةالكلمات
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Introduction

Dans la région Méditerranéenne, l’olivier (Olea europea. L) constitue une essence

fruitière principale, tant par le nombre de variétés cultivées que par l’importance sociale et

économique de sa culture et de son rôle environnemental (Muzzalupo et al., 2014).

Aujourd’hui, près d’un milliard d’oliviers sont cultivés à travers le monde sur

presque tous les continents et ils occupent une superficie de 10 millions d’hectares, dont

98% sont concentrés sur le pourtour méditerranéen (Wiesman, 2009).

En Algérie, l’oléiculture est située principalement dans la partie nord du pays, elle

est la première richesse arboricole du pays, où elle constitue une source de subsistance

pour plusieurs familles (Aggoun-Arhab, 2016). Les industries oléicoles, en plus de leur

production principale qui est l’huile d’olive, génèrent des quantités énormes d’effluents

liquides appelés « margines ». Ces dernières sont constituées un problème sérieux avec

l’impact négatif grave sur la qualité de sol et de l’eau ainsi que sur l’agriculture et

l’environnement (Sayadi et al., 2000;  El Hajjouji et al., 2007).

Les grandes variétés des composés trouvées dans les margines nécessitent des

technologies différentes de traitement pour éliminer les agents polluants ayants des effets

nocifs sur l’environnement (Abeer et al., 2014). Divers procédés sont applicables tels que

les traitements biologiques, traitements physiques et les traitements chimiques (Achak et

al. ,2008).

Malgré leur profil polluant, les margines d’huile d’olive sont considérées comme

une source très riche en antioxydants naturels tels que les polyphénols (El-Abbassi et al.,

2012). De plus les polyphénols ont montré des propriétés biologiques : antimicrobiennes,

antibactériennes, antioxydantes, antifongiques … (Sayadi et al., 2000).

Dans ce contexte, s’inscrit notre travail qui a pour objectif de faire une étude

phytochimique des margines issues de procédé d’extraction à froid d’huile d’olive dans la

région de BAGAY Wilaya de KHENCHELA.

Le travail a été réalisé en quatre étapes :

La caractérisation physico-chimique des margines.

Screening phytochimique

L’extraction des polyphénols de ces margines et leur caractérisation quantitative

par Spectrophotomètre (contenu en polyphénols et les flavonoïdes) et qualitative

par HPLC
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Dosage des acides gras par chromatographie phase gazeuse (CPG)

Notre mémoire s’articule autour de deux parties. Dans la première partie nous présentons

une revue bibliographique qui regroupe deux chapitres :

 Les margines

 Les polyphénols

Dans la deuxième partie nous nous démontrons les différentes méthodes suivies pour la

réalisation de ce travail ainsi que les différents appareils utilisés, suivi par la présentation

des résultats obtenus et leurs discussions et fini par une conclusion générale.
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Revue bibliographique Chapitre I

1

I. L’olivier

L'olivier (Oleao europea) est un arbre méditerranéen de 6 à 8 mètres de hauteur, à

tronc tortueux et à écorce grisâtre, crevassée (Mbourmad, 2011), et un système radiculaire

d’une profondeur de 500 à 700 cm. Les feuilles sont simples, lisses, coriaces, lancéolées.

Leur durée de vie est de trois ans, c'est pourquoi la perte des feuilles, ou défoliation, se fait

par tiers de frondaison (Roland et al., 2015). Le fruit est généralement allongée et ovale,

son diamètre est compris entre 1 et 3cm, sa forme est variable suivant les variétés

(Manallah, 2012). Sa couleur est d’un vert à brun noir à maturité, la pulpe contient de

l’huile, et constitue la partie comestible du fruit (Terral et al., 1996). Le noyau (amandon)

est très dur, osseux, contient une graine, rarement deux (Manallah, 2012).

I.1. L’oléiculture

Le bassin méditerranéen c’est la terre de prédilection pour la culture de l’olivier. Il

couvre près de 95% des oliveraies mondiales et qui assurent 82,98% de la production

mondiale d'huile d’olives et 86,92% d’olive de table (COI, 2014).

Au niveau national, la superficie oléicole algérienne est de 239 350 ha, cette surface

est répartie dans trois régions : le Centre 54,3% (112.921 hectare), l’Est 28,3% (35.192

hectare) et l’Ouest 17% (58.764 hectare) (COI, 2005).

I.2. Technologie de fabrication d’huile d’olives

I.2.1. Opérations préliminaires

Dans la cour de l’huilerie, les olives sont pesées puis passent dans un système de

laveuse-effeuilleuse qui va les nettoyer et permettre d’en retirer les impuretés (Aggoun-

Arhab, 2016).

I.2.2. Broyage et malaxage

La trituration des olives permet de détruire les cellules des olives et libérer leur

contenu. La pâte qui résulte est plus ou moins homogène qui devra être malaxée (Chimi,

2006). Où la pâte est mélangée lentement pour augmenter le rendement en huile (Veillet,

2010).
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I.2.3. Séparation des phases liquides-solides et liquides-liquides

Cette étape consiste à séparer les liquides (huile et margines) de la matière solide

(grignons) ; qui renferme la majeur partie des solides présents dans l’olive (la peau, le

noyau, la pulpe) et constitue l'un des deux principaux coproduits de la fabrication de l'huile

d’olive (CAR/PP, 2000).

I.2.4. Procédés d’extraction d’huiles d’olives

I.2.4.1. Système Discontinu ou le système traditionnel

L’olive est broyée dans un moulin en pierre. La pâte solide qui résulte est étendue

en fines couches sur des disques de matière filtrante appelés scourtins (disques en fibre

coco ou de nylon) (Chimi, 2006). L’application de la pression sur la charge des scourtins

doit être réalisée de manière progressive, les scourtins doivent être lavés pour éviter

l’augmentation d’acidité de l’huile (CAR/PP, 2000). L’extraction par presse donne une

huile de qualité inférieure à cause de l’exposition de la pâte à l’air et génère des quantités

importantes des margines (60 à 70 L/100 kg d’olives) (Chimi, 2006).

I.2.4.2. Système continu ou système à centrifugation

I.2.4.2.1. Système continu à trois phases

Le système Continu à trois phases permet une extraction successive de l’huile

d’olive. Il s'agit d'un système de type mouture/centrifugation à trois phases où le broyage

est réalisé par des broyeurs mécaniques à marteaux. Ces broyeurs, placés sur un axe

entraîné par un moteur électrique, fonctionnent en continu et la pâte est alors obtenue

instantanément. Cette pâte est soumise à une centrifugation donnant trois fractions, les

grignons, les margines avec un peu d’huile et l’huile d’olive avec un peu d’eau (CAR/PP,

2000).

Ce système d’extraction permet d’éviter les inconvénients associés à l’extraction

par pression dont la durée du stockage des olives et donc une production oléicole de

moindre acidité. Il consomme d’importantes quantités d’eau chaude ce qui fait que l’huile

extraite se trouve amoindrie en composés aromatiques et en composés phénoliques avec

comme conséquences une résistance plus faible à l’oxydation (Aggoun-Arhab, 2016).
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I.2.4.2.2 Système Continu à deux phases

Le système continu à deux phases permet une extraction d’huile d’olive sans

d’ajout d’eau dans le décanteur ; ce décanteur engendré pour minimiser les inconvénients

des systèmes précédents. La centrifugation sépare deux fractions seulement, une fraction

huileuse et une fraction solide contenant. Ce système permet d’obtenir une huile riche en

polyphénols totaux en comparaison avec les huiles obtenues avec le décanteur

conventionnel à trois phases et le système traditionnel. L’intérêt majeur de ce type de

système est qu’aucune étape supplémentaire n’est requise après centrifugation : lorsque

l’appareil est bien réglé, l’huile d’olive sera directement séparée des grignons humides et

produit une quantité moindre de margines et avec une charge polluante plus réduite

(Chimi, 2006).
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Figure 01: Principaux processus d’extraction de l’huile d’olive

(Aggoun-Arhab, 2016).
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II. Margine

A l’origine, les margines ou eaux de végétation (aqua Reflue en Italie, alpechin en

Espagne ,  ktsigaros en Grèce , zebar dans les pays Arabes ) (Mbourmad, 2011), sont des

effluents issus de l’extraction de l’huile d’olive (Moumni, 2014) (qui représentent 50% de

l’eau obtenue lorsque l’olive est écrasée), de couleur brune rougeâtre, qui se transforme en

margine de couleur noire, d’aspect trouble et une odeur spécifique d’huile d’olive, de goût

amer (Ghomari, 2015). Elles sont constituées par l'eau contenue dans les cellules de la

drupe, les eaux de lavage et celles liées au processus de traitement (Moumni, 2014), et

caractérisées par un pH acide de 4 à 5 et une très grande conductivité électrique due surtout

aux ions potassium, chlorure, calcium et magnésium. La DCO (demande chimique en

oxygène) peut varier de 50 à 220 g/l (Benyahia et Zein, 2003), et la DBO5 (demande

biochimique en oxygène) varier de 45 à 50 kg/m3 (max 100 kg/m3) (Moumni, 2014). Sa

couleur noire résulte de la présence de polyphénols (Khoufi et al., 2007 ; Bazoti et al.,

2006).

II.1. Caractérisation physico-chimique et microbiologique des margines

II.1.1. La caractérisation physico-chimique

La caractérisation physico-chimique des margines est généralement tributaire des

systèmes d’extraction de l’huile d’olives, elle diffère d’un pays à l’autre (Blika et al.,

2009). Ils ont un pH acide avec des valeurs comprises entre 4,2 et 5,9 (Eroglu et al.,

2008). Les valeurs de la conductivité électrique des margines, est varient entre 18 et 50

mS/cm. Cette mesure ne donne pas forcément une idée immédiate sur la charge minérale

du milieu (Paredes et al., 1986). L'extrait sec des effluents est extrêmement élevé et

variable. Il est situé entre 15,5 et 266,5 kg /m3 pour les margines de pression et entre 9,5 et

161,2 kg/m3 pour les margines de centrifugation (Di Giovacchino et al., 1988).

II.1.2.La Caractérisation microbiologiques

Dans les margines d’olive, seuls quelques microorganismes arrivent à se

développer. Ce sont essentiellement des levures et des moisissures (Ramos-Cormenzana

et al., 1996). Ces derniers supportent la salinité élevée et le pH acide caractéristique de ces

effluents et résistent plus que les bacteries aux substances phénoliques .On y trouve

phanerochaete chrysosporium (Bautista et al., 2007), pleurotus (Kim et al., 2007),
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lactobacillus plantarum (Gallard et al. ,1999). De nombreuses études microbiologiques

effectuées sur plusieurs échantillons de margines ont confirmé l’absence totale de micro-

organismes pathogènes.

Dans la plupart des cas, le pouvoir antimicrobien des margines (Ramos-

Cormenzana et al., 1996) est lie essentiellement à l’action exercée par les composés

phénolique et les pigments bruns (Hamdi et Ellouz, 1993). Ces effluents agissent sur les

bactéries en dénaturant les protéines cellulaires et en altérant les membranes (Ranalli,

1991).

II.2. Composition chimique des margines

De nombreuses études sur la composition des effluents d’huileries ont montré

qu’elles comportent environs 83 à 94 % d’eau, 4 à 16 % de matières organiques et 0,4 à 2,5

% de substances minérales (Ghomari, 2015). La composition des margines est très

variables et dépend d’une multitude de facteurs parmi lesquels il faut distinguer le type

d’olive et le processus d’élaboration de l’huile (CAR/PP, 2002).

II.2.1. La fraction organique

II.2.1.1. Les glucides, les composés azotés et les vitamines

Les fractions lignocellulosiques et les pectines jouent un rôle important dans la

texture des olives ; ils forment respectivement environ 3 % et 0,6 % du poids de la pulpe

fraîche. Outre, la cellulose et la pectine issues de la pulpe d'olives (Fernandez Diaz,

1983), plusieurs autres sucres simples sont présents : raffinose, mannose, saccharose,

glucose, arabinose et xylose (Salvemini, 1985). La fraction azotée est principalement

représentée par des protéines avec une concentration qui varie de 1,2 à 2.4%. Tous les

acides aminés ont été identifiés. Les plus abondants sont les acides aspartique et

glutamique, la proline et la glycine (Capasso et al., 2002). En ce qui concerne les

vitamines, plusieurs ont été identifiées dans les margines notamment les vitamines du

groupe B, vitamines du groupe D et la vitamine pp (124 mg/kg) (Salvemini, 1985).

II.2.1.2. Les huiles et les acides organiques

Les principaux acides organiques rencontrés sont les acides fumarique, glycérique,

lactique, malique, oléique, palmitiques, linoléiques, maslinique et malonique (Tsagariki et

al., 2007), leur proportion varie entre 0,5 et 1,5%. La concentration des acides gras

contenue dans les margines dépend du procédé d’extraction utilise, elle varie entre 0,02 et
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1%. L’acide oléique est le plus abondant, il représente 65% de la totalité d’huile

(Salvemini, 1985).

II.2.1.3. Les composés phénoliques

Les composés phénoliques sont une vaste classe de substances organiques cycliques

très variées. Dans les margines, ces composés ont une structure variable. Ils proviennent de

l’hydrolyse enzymatique des glucides et des esters de la pulpe d’olive au cours du

processus d’extraction (Vazequezet al., 1974). En général, La teneur en composés

phénoliques varie entre 2 et 6 g/l (Fakharedine et al., 2009) et elle peut même dépasser les

9g/ l (Kissi et al., 2001). Plus de 50 composés phénoliques ont été identifiés dans les

margines (Tanchev et al., 1980). Les acides phénoliques sont les monomères les plus

abondants dans les margines, ce qui explique leur acidité. Plusieurs acides phénoliques ont

été identifiés dans différents types de margines (Acide 4-hydroxyphénylacétique, acide

syringique, acide p-hydroxybenzoïques) (Borja et al., 1995), en outre le 4-

Hydroxyphényléthanol, et le 3,4 dihydroxyphényléthanol sont parmi les alcools

phénoliques les plus rencontrés dans les margines, ces alcools peuvent être parfois liés à

des glucosides comme le 4-diglucoside β (3,4 dihydroxyphényl) éthanol (Vazequez al.,

1974).

Les composés phénoliques à haut poids moléculaire sont essentiellement des tanins

dont la concentration peut atteindre 12 g/l (Seraphim et al., 2008). Le catéchol

mélaninique est un flavotanin, il est le plus répandu et en quantité la plus élevée dans les

margines (Aissam, 2003).

II.2.2. La fraction minérale

Les margines comportent des quantités significatives de sels minéraux (tableau 01).

Une proportion de 80% de ces sels sont solubles (phosphate, sulfates et chlorures) et 20%

sont insolubles (carbonates et silicates) (Salvemini, 1985). Les éléments les plus

représentatifs sont le potassium, les carbonates, les phosphates et le sodium (Ros

d’Ursinos et al., 1992).
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Tableau 01 : la composition minérale des margines (Salvemini, 1985)

Espèces Concentration (mg .l) Concentration (mg .l)

Orthophosphate 800,6

Zinc 270,2

Sulfate 16,68

Chlorures 5370,9

Sodium 15295,5

Potassium 1167,6

Calcium 410,3

Magnésium 103,4

Fer 8,34

Aluminium 0,66

Chrome 3,36

Nickel 1,33

Cobalt 1,66

Manganèse 0,83

Cadmium 41,7

Oxyde de silicium 10,0

II.3. Impact des effluents d’huileries d’olive sur l’environnement

Les margines et les grignons d’olives représentent la masse restante considérée

comme résidu de la trituration des olives, Les grignons ne posent pas de problèmes

particuliers pour l’environnement et connaissent a diverses voies d’utilisation et de

valorisation telles que : la production de charbon de bois et la possibilité éventuelle

d’exploitation des éclats de bois pour la fabrication de la pâte à papier. Contrairement, les

margines constituent une source d’inquiétude. Elles créent d’importantes nuisances et

perturbations du milieu récepteur. Ces effluents sont acides et extrêmement chargés en

matières organiques qui contiennent essentiellement des composes phénoliques (Ghomari,

2015) ; c’est parce que les phénols d’huiles d’olives sont amphiphiles et essentiellement

hydrophiles (Léger, 1999), seulement une fraction des composés phénoliques entre dans la

phase huile, et une large proportion (>98℅) est perdue avec le flux des déchets durant la

transformation (Rodis et al., 2002). D’où la forte activité polluante des margines sur les
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eaux de surface. Le rejet des margines des industries productrices d’huile d’olives est un

problème majeur surtout pour les pays du bassin méditerranéen du fait qu’elles renferment

une fraction organique importante et provoquent plusieurs type de pollution (Ghomari,

2015).

L’absence des méthodes de traitement adaptées poussent les propriétaires des

moulins à huiles à rejeter les margines dans la natures sans aucun contrôle (Mbourmad,

2011) ou à surcharger avec ces substances toxiques un réseau d’égout pas adapté

(Benyahia et Zein, 2003).

II.3.1. Pollution des sols

L’épandage direct des margines sur les sols provoque un colmatage des sols, et une

diminution de leur qualité. Ces déchets sont à l’origine du changement des caractéristiques

physico-chimiques des sols (l’augmentation de la salinité, et de la diminution du pH), et les

effets phytotoxiques sur les oliviers. De même, les substances toxiques contenues dans ces

eaux se fixent dans les sols. Certaines de ces substances telles que les phénols peuvent

inhiber l’activité microbienne et détruire la microflore du sol, d’autres des résidus de

pesticides notamment, sont nocives aux plantes (Moumni, 2014).

II.3.2. Pollution de l’air

Les mauvaises odeurs, introduites par les margines provoquent des problèmes de

pollution de l’air par le haut taux d’ammoniaque et d’autres gaz produits surtout lors du

traitement de ces effluents (Ghomari, 2015).

II.3.3. Pollution des eaux

Les margines rejetées dans la nature par épandage sur les sols peuvent polluer les

eaux souterraines et les nappes phréatiques elles-mêmes (Mechichi et sayadi, 2005), ce

qui automatiquement affecte la qualité de l’eau potable (Benyahia et Zein, 2003).

L’enrichissement des margines par les sucres provoquent une élévation de la

population microbienne, par conséquent une augmentation de la consommation d’oxygène

dissout, donc une réduction de sa disponibilité pour d’autres organismes vivants entrainant

un déséquilibre de l’écosystème aquatique. De plus les lipides forment un film

imperméable, ce qui empêche la pénétration des rayons lumineux et de l’oxygène

(Lacomelli, 2000).
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Figure 02 : Conséquences environnementales des rejets de margines dans
le milieu naturel (Leunmi, 2011).
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II.4. Traitement et valorisation des margines

II.4.1. Traitement des margines

Le traitement des margines constitue un problème complexe (Ranalli, 1991) ; le

choix du procédé de traitement adéquat est lié à plusieurs facteurs, à savoir le système

utilisé pour l’extraction d’huile, la charge produite par les huileries et la voie de

valorisation des margines (Leunmi, 2012).

II.4.1.1. Procédés biologiques

Les techniques de traitement biologique des margines basées sur les processus

aérobie et anaérobie à l’aides des microorganismes (bactéries, champignons, levures) pour

oxyder et dégrader la matière organique polluante en métabolites simples (CO2, CH4 et les

composés aliphatiques). Cependant, l'effet antioxydant des polyphénols reste le facteur

limitant pour ces procédés (Fountoulakis et al., 2002).

II.4.1.2. Procédés physiques

Les traitements physiques des margines qui ne sont pas transformées sont

essentiellement des opérations d'épaississement des matières polluantes organiques et

minérales (solubles et insolubles), et de séparation de ces derniers de la phase liquide (eau).

Le problème de ces procédés est qu'ils engendrent une pollution solide très abondante, à

cause de sa forte concentration en matière sèche et de son état visqueux, la margine pose

des problèmes sérieux lors des opérations de filtration et d'ultrafiltration (Renzo et

Amirente, 1988).

II.4.1.3. Procédés chimiques

Les traitements chimiques des margines sont utilisés pour réduire l’intensité de leur

coloration (Balice et al., 1997).

La difficulté de traitement des margines est essentiellement due à l’existence de

deux groupes de composés phénoliques. Le premier groupe (tanins, anthocyanes,

oligomères et monomères phénoliques) responsable de la coloration rouge foncé des

margines. Ces composés sont connus pour leur effet très toxique pour les microorganismes.

Le second groupe est formé de polymères phénoliques responsables de la coloration noire

des margines. Ce groupe de composés semble constituer une forme de la lignine
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(pseudolignine) et des produits d'oxydation des composés du premier groupe (Hamdi,

1991).

II.4.2. Valorisation des margines

Un sous-produit est considéré comme un produit résidu qui apparaît durant la

fabrication ou la distribution d'un produit fini. Il est non intentionnel, non prévisible et

accidentel. Il peut être utilisé directement ou bien constituer un ingrédient d'un autre

processus de production en vue de la fabrication d'un autre produit fini (Ademe, 2000).

Ainsi, la valorisation des margines consiste dans le réemploi, le recyclage ou toute autre

action visant à obtenir, à partir des déchets, des matériaux réutilisables ou de l’énergie

(Proot, 2002).

Compte tenu de leur pourcentage en matière organique et de leur composition

chimique de nombreux travaux ont été réalisé pour l’utilisation de ces effluents parmi ces

applications :

II.4.2.1. Epandage

De nombreuses recherches ont été publiées sur les effets de l’épandage des

effluents d’olive directement ou après traitement, sur des sols plantés de céréales et

d’autres cultures annuelles. Les résultats obtenus ont montré que l’épandage des effluents

des huileries d’olive sur les sols agricoles avait généralement des effets positifs sur la

productivité de la plante, sur les caractéristiques du sol. Il peut être utilisé sur le sol pour

remplacer partiellement ou totalement les fertilisants chimiques (Abichou et al., 2003).

II.4.2.2. Production de compost

Le compostage a pour but la transformation des matières organiques en substances

humiques, tout en détruisant les parasites et les micro-organismes pathogènes. Le

compostage des margines a été réalisé traditionnellement en Espagne dans des bassins

d’évaporation. La technique consiste à ajouter aux margines toutes sortes de résidus secs,

agricoles ou forestiers, et le mélange subit une fermentation aérobie-anaérobie. En suite, un

séchage partiel et un conditionnement sous forme de pellette sont effectués. Le produit

ainsi obtenu est utilisé comme engrais. Le compost est une source de matière organique

pour la construction et la maintenance de l’humus du sol. Il peut améliorer la croissance et

la vigueur des cultures, réduire les pathogènes des plantes et améliore la résistance de

celles-ci aux maladies (Fiorentino et al., 2003).
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II.4.2.3. Production des protéines d’organismes unicellulaires (POU)

La plupart des procédés appliqués sont basés sur l’utilisation des levures (Candida

krusei, Saccharomyces chevalierie et Saccharomyces rouxii) capables de transformer les

substances organiques en biomasse à haut contenu en protéines et vitamines de grande

valeur pour l’alimentation animale et même humaine. Cette valorisation permettant

d’obtenir d’une part, une diminution de 50à 70% de la charge organique et d’autre part une

biomasse protéique qu’on peut utiliser pour l’alimentation animale (Fiorentino et al.,

2003).

II.4.2.4. Utilisation en alimentation animale

Les effluents d’huileries d’olive ont été utilisés directement comme boisson pour le

bétail et ils ont été donnés à des volailles à la place de l’eau potable. Ces expériences ont

montré un abaissement du taux de mortalité de ces animaux et une diminution de leur coût

par kilo de viande produite (Abichou et al., 2003).

II.4.2.5. Production des enzymes

Les margines peuvent servir aussi comme milieu favorable pour la production

d’enzymes par des micro-organismes ; les pectinases qui sont employé dans l’élaboration

des jus de fruits et les laccases après purification, ces enzymes sont utilisées dans le

traitement des eaux usées à cause de leur haut pouvoir de dégradation (Aissam, 2003).

II.4.2.6. Production de biogaz

L’application du processus de digestion anaérobie aux margines a permis de

transformer par des réactions biochimique environ 80% des substances organiques en

biogaz (65% à 70% de méthane et gaz carbonique) (Fiorentino et al., 2003).

Malgré les nombreux procédés testés pour le traitement et la valorisation des

margines, uniquement quelques-uns sont appliqués à l’échelle industrielle en raison du

coût élevé des installations. En plus, les résultats obtenus par Aissam (2003) montrent pour

la plupart des procédés, que le coût et l’énergie consommée étaient trop élevés par rapport

au rendement d’épuration obtenu. Ceci est lié essentiellement à la grande quantité des

margines produites annuellement et à leur forte et complexe charge polluante (Aissam,

2003).



Chapitre II
Les polyphénols
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I. Les polyphénols

Les composés phénoliques, sont des produits du métabolisme secondaire des

végétaux, constituent le groupe le plus nombreux et le plus largement disposé dans la

règne végétal (Collin et Crouzet, 2011), on les rencontre dans les racines, les feuilles, les

fruits et l’écorce. Ils sont caractérisés par la présence d’un noyau benzénique auquel est

directement lié un groupement hydroxyle libre, ou intercepté dans une autre fonction tels

que : éther, ester, hétéroside (Lugasi et al., 2003).

Les polyphénols sont des métabolites secondaires, c’est à dire ils n’exercent pas

des fonctions directes au niveau des activités fondamentales dans l’organisme végétal,

comme la croissance, ou la reproduction (Belkhiri, 2009).

1. Structure chimiques et classification

Les composés phénoliques sont une vaste classe de substances organiques

cycliques secondaire, qui dérive du phénol C6H5OH qui est un monohydroxybenzène

(Figure 03).

Figure 03 : structure du noyau phénol (Achat, 2013)

La classification des polyphénols est basée essentiellement sur la structure, le

nombre de noyaux aromatiques et les éléments structuraux qui lient ces noyaux. On peut

distinguer deux catégories ; les composés phénoliques simples et les composés

phénoliques complexes (Achat, 2013).

I.1.1. Polyphénols simples

Les acides phénoliques peuvent être partagés en deux grands groupes, les dérivés

de l’acide benzoïque et les dérivés de l’acide cinnamique.
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I.1.1.1. Les acides hydroxybenzoïques sont des composés organiques, dérivés de l’acide

benzoïque possédant au moins une fonction carboxylique et un hydroxyle phénolique. Les

structures des acides hydroxybenzoïques varient, comme l’illustre la figure (04), suivant

les hydroxylations et les métoxylations sur le cycle phénolique aromatique (Collin et

Crouzet, 2011).

Figure 04: Exemples d’acides hydroxybenzoïques (Collin et Crouzet, 2011)

I :acide salicylique ;II : acide 4-hydroxybenzoïques ;III :acide protocatéchique ;IV : acide gentisique ;V : acide

vanillique ;acide syrigique ;VII :acide gallique ;VIII : acide hexahydroxydi-phénique ;IX : acide ellagique (dilactone de

l’acide gallique )

I.1.1.2. Les acides hydroxycinnamiques sont des composés organiques, représentent une

classe très importante dont la structure de base (C6 – C3) dérive de celle de l’acide

cinnamique grâce à des substitutions au niveau du cycle aromatique (Macheix et al.,

2005).

La figure se dessous illustre la structure des principaux acides hydroxycinnamiques

(C6-C3) présents dans les plantes. Alors que les acides hydroxybenzoïques se présentent

majoritairement sous forme libre, les acides hydroxycinnamiques peuvent exister sous une

forme estérifiée par l’acide quinique (figure 04) (Collin et Crouzet, 2011).
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Figure 05: structures chimiques de quelques acides hydroxycinnamiques (C6-C3)

(Macheix et al., 2005).

I.1.2. Les composés phénoliques complexes

Les tanins représentent une classe très importante de polyphénols localisés dans les

vacuoles (Aguilera-Carbo et al., 2008).Sur le plan structural, les tanins sont divisés en

deux groupes,  tanins hydrolysables et tanins  condensés (Linden et Lorient, 1994).

Tableau 02 : Les principales classes de composés phénoliques (Crozier, 1997)

Nombre de
C

Squelette Classification Exemple Structure de
base

7 C6-C1 Acides phénols Acide gallique

8 C6-C2 Acétophénones Gallacetophénon
e

8 C6-C2 Acide
phénylacétique

Acide p-
hydroxyphényl
acétique

9 C6-C3 Acide
hydroxycinnamique

Acide
coumarique

9 C6-C3 Coumarines Esculitine

10 C6-C4 Naphthoquinones Juglone

13 C6-C1-C6 Xanthones Mangiferine

14 C6-C2-C6 Stiblènes Resveratrol

15 C6-C3-C6 Flavonoïdes Naringénine
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I.2. Biosynthèse

La biosynthèse des polyphénols se fait par deux voies principales (Figure 17) qui

sont :

2.1. La voie shikimate : La voie shikimate responsable de la synthèse des acides aminés

Phe et Tyr (Achat, 2013). Dans cette voie, l’érythrose-4-phosphate et le phosphoénol

pyruvate sont produits par les hydrates de carbones lors de leur dégradation par la voie des

pentoses phosphate et la glycolyse respectivement. Ces derniers sont à l’origine des

composés phénoliques C6-C1 formant les tannins hydrolysables et de la chalcone qui est

la molécule de base de tous les flavonoïdes et tannins condensés (Haslam, 1994)

Biosynthèse des composés phénoliques le plus largement distribués par la voie de

shikimate (Crozier et al. ,2006).

I.2.2. La voie polyacétat : C’est à travers cette voie que s’effectue la cyclisation des

chaînes polycétoniques, obtenues par condensation répétée d’unités « Acétate » qui se fait

par carboxylation de l’acétyl- CoA. Cette réaction est catalysée par l’enzyme acétyl CoA

carboxylase (Fleeger et al., 1964; Richter, 1993).

Cette biosynthèse a permis la constitution d’une grande diversité de molécules qui

sont spécifiques d’une espèce de plante, d’un organe, d’un tissu particulaire (Achat,

2013).
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Figure 06: Représentation des voies de biosynthèse des polyphénols
(Haslam, 1994 ; Dewick, 1995).
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I.3. Intérêt des polyphénols

I.3.1. Rôle physiologique

Des travaux plus anciens ont montré que les phénols seraient associés à de

nombreux processus physiologiques ; croissance cellulaires, différenciation, organogenèse,

dormance des bourgeons, floraison (Alibert et al., 1977).

Les composés phénoliques peuvent constituer entre les plantes des signaux de

reconnaissance, ou bien lui donnant une résistance aux diverses agressions vis-à-vis des

organismes pathogènes, et ils sont également assurer la protection des tissus contre les

effets nocifs des rayonnements UV (Macheix et al., 2005).

I.3.2. Rôle technologique

Les polyphénols interviennent dans la qualité alimentaire des fruits. Certains

composés phénoliques participent à la coloration des fruits murs, ils donnent aux fruits et

légumes leurs coloration rouge ou bleuté (Lugasi et al., 2003).

I. 3. 3. Rôle nutritionnel et thérapeutique

Les polyphénols jouent un grand rôle dans la quantité nutritive et hygiénique des

aliments, certains d'entre eux ont des propriétés vitaminiques utilisées par l'industrie

pharmaceutique. Ils interviennent également dans la digestibilité des aliments.

Les composés polyphénoliques sont utilisés en thérapeutique, ces derniers

participent à la prévention des maladies cardio-vasculaires .Leur consommation se traduit

par une augmentation transitoire de la capacité antioxydant du plasma dans les heures qui

suivent le repas. Parvenus au niveau des artères, ils préviennent l'oxydation des LDL, qui

est le facteur de l'athérosclérose. (Hadi, 2004) où ces composés inhibant l’oxydation des

LDLs, ils limitent leur incrustation dans les parois des artères qui contribuent à

l’épaississement des parois et à réduire le flux de sang qui parvient au niveau des tissus.

(Manallah, 2012) D'un point de vue thérapeutique, ces molécules constituent la base des

principes actifs que l'on trouve dans les plantes médicinales (Macheix et al., 2005).
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I.4 .Activités biologiques des polyphénols

I.4.1. Activités antioxydantes

Actuellement, les études portant sur les polyphénols connaissent un grand essor.

Une grande partie d’entre elles a été effectuée afin d’informer et de sensibiliser les

consommateurs et les pouvoirs publics sur l’intérêt des fruits et légumes riches en

polyphénols, antioxydants naturels aux forts potentiels antioxydants (Bouayed et al.,

2008).

La capacité antioxydant est le principal rôle physiologique attribué aux polyphénols

(Navarro et al., 2008).

Au sens large, un antioxydant c’est une molécule qui est capable de neutraliser les

formes actives de l’oxygène et permet de maintenir au niveau de la cellule et de

l’organisme des niveaux non cytotoxiques de radicaux libres (Halliwell, 1990).L’action

antioxydant d’un composé phénolique peut être issue d’une combinaison d’évènements

chimiques, dont l’inhibition enzymatique, la chélation de métaux ou encore la donation

d’hydrogène et l’oxydation en un radical stable (Parr et Bolwell, 2000).

Les polyphénols peuvent réagir avec les espèces réactives de l’oxygène (anion

superoxyde, radical hydroxyle OH) pour produire des radicaux phénoxy stables. Ils

peuvent aussi agir comme des antioxydants grâce à leur capacité à complexer les ions

métalliques. Malheureusement, certains polyphénols ont également une action pro-

oxydante par transfert d’électrons à des ions métalliques (Collin et Crouzet, 2011).

I.4.2. Activités antimicrobienne

Les polyphénols sont des composés principaux antimicrobiens des plantes, ayant

des modes d’action diverses et des activités inhibitrices et létales vis-à-vis d’une grande

catégorie de microorganismes procaryotes et eucaryotes (bactéries et champignons)

(Cowan, 1999).

I.4.3. Activité antibactérienne

Les flavonoïdes parmi les polyphénols antibactériens, qui bloquent la synthèse des

acides nucléiques d’Escherichia coli. Ils ont un pouvoir inhibiteur sur les différentes

fonctions de la membrane cytoplasmique en réduisant la fluidité de la couche interne et

externe. (Jones et al., 1994).
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I.4.4. Activité antifongique

La majorité des polyphénols ont une activité antifongique très puissante. Orturno

(2005) a démontré l’activité des flavanones glycosides et des polyméthoxyflavones de

Citrus parasidi, et de Citrus sinensis sur Penicillium digitatum. Aussi, les flavonoïdes de

Conyza aegyptica L. ont une action fongicide et fongistatique sur différents agents de

mycoses : Microsporum canis, M. gypseum, Trichophyton mentagrophytes, Candida

zeylanoïdes (Batawita, 2002).

II. Les composées phénoliques des margines

Les composés phénoliques des margines sont très divers. Ils résultent de

l’hydrolyse enzymatique des glucides et des esters de la pulpe d’olive au cours du

processus d’extraction. Leur solubilisation dans l’huile est inférieure à celle dans les eaux

de végétation, ce qui explique leur concentration élevée remarquée dans les margines

(Ranalli, 1991)

II.1. Monomères aromatiques

Tableau 03 : les principaux monomères aromatiques (Balice et Cera ,1984 ; Vazequez et

al., 1974 ; Wagner et al., 1984)

Acides phénoliques Alcools phénoliques Autres composés

phénoliques

Acide caféique (trans et cis)

acide p-coumarique

acide protocatéchuique,

acide vanillique

Acide 4-hydroxyphénylacétique

acide protocatéchuique

acide syringique

acide p-hydroxybenzoïques

Acide p-hydroxyphénylacétique

acide vératrique

Triméthoxybenzoïque

acide syringique

acide caféique

4-hydroxyphényl alcool

3,4-dihydroxyphényl

éthanol

L-caféyl- glucose

tirosol

hydroxytirosol

apéginine

lutéoline

oleuropéine
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II.2. Les polymères phénoliques

Les polyphénols identifiés dans les margines sont essentiellement les anthocyanes

et les tanins dont la concentration peut atteindre 12 g/I. Les tanins sont des polyphénols

dont les structures sont complexes, conventionnellement classés en tanins hydrolysables et

tanins condensés.

Concernent la lignine, aucun auteur n'a cité la présence de ce polymère dans les

margines. (Hamdi ,1991)

II.3. Activités biologiques des composés phénoliques des margines

L’extraction des composés phénoliques biologiquement actifs à partir des margines

(biophénols) constitue une alternative viable pour valoriser cet effluent problématique

(Obied et al., 2009). En effet, les biophénols des margines exercent des activités à fort

potentiel biologique à savoir des activités anti- inflammatoire, antioxydantes, antiagrégants

et antimicrobiennes (De Marco et al., 2007).

II.3.1. Effets contre le vieillissement

Dans ce cadre, il a été démontré que l’hydroxytyrosol améliore la fonction

mitochondriale grâce à l’activation des complexes de chaîne respiratoire mitochondriale et

l’augmentation de la biogénèse mitochondriale en induisant l’expression du facteur PGC-

1α (peroxisome proliferator activator receptor γ coactivator -1α) ; facteur de régulation co-

transcriptionnelle du métabolisme énergétique cellulaire qui est inclus dans la biogenèse

mitochondriale (Raederstoff et al., 2010).

II.3.2. Effets contre SIDA

L’euloropéine et l'hydroxytyrosol sont des agents utiles pour inhiber la fusion et

l’intégration du VIH dans les cellules humaines et ralentit la multiplication virale (Lee-

Huang et al., 2003).

II.3.3. Effets contre l’athérosclérose

L’hydroxytyrosol joue un rôle important dans la prévention de l’athérosclérose en

empêchant la peroxydation des lipides et inhibe l’activité de HMG COA réductase

(hydroxy-méthylglutaryl- coenzyme A réductase) ; enzyme clé de la biosynthèse du

cholestérol qui constitue un facteur de risque de l’athérosclérose (Benlemlih et Ghanam,

2012).
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II.3.4. Effets anticancéreux

L’hydroxytyrosol et les autres polyphénols d’olive exercent des effets

anticancéreux par l’activation des voies de signalisation moléculaire, conduisant à

l’induction de la mort ou à l’arrêt de la croissance de plusieurs lignées de cellules

tumorales in vitro (Bouallagui et al., 2011)

II.3.5. Effets antioxydants

Les composés phénoliques peuvent agir comme des antioxydants de différentes

manières. L’activité antioxydant la plus importante est liée à la capacité antiradicalaire, en

brisant la chaîne des réactions déclenchées par les radicaux libres (Benlemlih et Ghanam,

2012).

L’activité antioxydante d’hydroxytyrosol et de l’oleuropéine a été étudiée dans des

nombreux modèles expérimentaux avec utilisation de métaux de transition ; l’oxydation

des LDL induite chimiquement ; la formation des ROS, par exemple le radicale

superoxyde, le radicale trichlorométhylperoxylique et l’acide hypochloreux. En estimant

l’activité antioxydant de ces composes phénoliques sur la base de leur capacité à inhiber la

formation des peroxydes, il a été démontré que l'hydroxytyrosol et l’oleuropéine ont une

plus grande activité antiradicalaire (Peynet et al., 2005).
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Objectif

Notre travail à pour objectif de faire une étude phytochimique des margines issues

de l’extraction d’huile d’olives dans la région de Baghai Wilaya de Khenchela.

1. Matériel

1.1. Echantillonnage

Les margines ayant fait l’objet de notre étude, proviennent d’une huilerie moderne

nommée (Al hadja Yamina) située dans la wilaya de Khenchela (la commune de Baghaï).

L’échantillonnage a été effectué durant la compagnie oléicole 2017-2018. Les échantillons

ont été prélevés dans des flacons en verre de 1 litre, fermés hermétiquement sans laisser de

bulles d’air dans le flacon. Ensuite, conservés dans un frigo à 4°C jusqu'à leur utilisation.

Les analyses de notre étude ont été réalisées au niveau du Campus des Laboratoires

Pédagogiques, Université de Khenchela, sauf les analyses chromatographiques ont été

faites au niveau du laboratoire central de l’Institut des Régions Arides (IRA) à Médenine –

Tunisie-.

Tableau 04 : Les caractéristiques des margines étudiées

(Huilerie de l’Al hadja Yamina, 2017)

Région Khenchela

Superficie 5 000 ha

Production d’olives 35 000 q / an

Commune Baghaï

Date Décembre 2017

Variété Chemlal

Système Continu
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Photographie 01 : Fruits d’olives de la variété Chemlal (Merah, 2016)

1.2. Réactifs chimiques et instruments

Plusieurs réactifs chimiques et solvants ont été utilisés dans nos expériences, parmi

ces produits : acide sulfurique (H2SO4), HCl, acide acétique, NaOH, NH4OH, KI, I2,

Na2CO3, AlCl3, acétate d’éthyle, acide gallique, chloroforme, hexane, méthanol

proviennent tous de Sigma- Aldrich.

Parmi l’appareillage utilisé: Rotavapeur (HAHNVAPOR), Spectrophotomètre

(UNICO),Chambre d’observation UV « 264/365 nm » (VILBER COURMAT), Bain

Marie (MEMMERT), Etuve universelle de 5 à 220°C avec ventilation (MEMMERT),

Agitateur magnétique (HOTPLAT STIRRER), Vortex (VELP) et Balance analytique

(ADVENTURER), Balance (KERN) ,conductimètre (CONSIRT), PH mètre (HANNA

INSTRUMENTS) , Centrifugeuse (SIGMA) Digesteur d’azote (VELP), Four à moufle

« 30-3000C° » (NABERTHERM), CPG de type «GCMS-QP2010 Ultr», HPLC de type

(HPLC-MS).

2. Méthodes

2.1. Caractérisation physicochimique des margines

La caractérisation physico-chimique a été basée sur l’étude des paramètres suivants

: la conductivité, la salinité, le pH, l’humidité, la matière sèche, solides totaux suspendu,

matière organique et minérale, teneur en sucres totaux, teneur en azote.

2.1.1. Mesure de pH, conductivité électrique, et salinité

A l’aide d’un multi-paramètre du paillasse, on détermine la conductivité électrique

(CE), la salinité, et le pH des échantillons en plongeant l’électrode de mesure dans un

bécher contenant 30 ml de margines fraiches et on note la valeur (Photographie 02). La
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conductivité est exprimée en mS /cm en prenant compte de la température de mesure

(Rodier et al., 2009).

Photographie 02 : La détermination de pH et de la Conductivité électrique (CE)

2.1.2. Détermination de l’humidité et de la matière sèche

Les teneurs en matière sèche (MS) et en eau (H) sont déterminées par l’évaporation

de 10 ml des margines dans un creuset en porcelaine (Photographie 03) à 105°C pendant

24 heures (Hamdi, 1991). Les mesures sont calculées par les formules suivantes :

MS (g/l) = ((M - M0) / V) x 100

H (%) = ((M1 - M) / (M1 - M0)) x 100

M0 : masse du creuset vide en g.

M1 : masse du creuset et de margines avant séchage en g.

M : masse du creuset et de margines après séchage en g.

V : volume de la prise d’essai en ml.

Photographie 03 : Détermination de la matière sèche.
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2.1.3. Solide total en suspension

Les solides totaux suspendu (STS℅) sont obtenue par centrifugation des margines

fraiches à 4000g durant 15 min le résidu solide est séché une nuit à 105C° (Photographie

04) (Assas et al., 2000)

Photographie 04 : Détermination des solides totaux suspendus

2.1.4. Teneur en azote total

Le dosage de l’azote a été effectué par la méthode de kjeldahl (standard méthode of

examination of water and wastewater, 1992) avec quelques modifications. Introduire 5 ml

de margine avec du catalyseur (CuSO4+K2SO4) et un peu du sélénium dans un matras.

Ajouter 10 ml de H2SO4 et 10 ml d’eau oxygénée 30℅ (H2O2) comme anti-moussant.

Placer quelques billes de verre comme antichoc. Chauffer à une température de 100C°

quelques temps pour éviter le débordement de la mousse et continuer à chauffer jusqu'à sa

disparition et la carbonisation du contenu. Ensuite augmenter la température de

minéralisation à 400C° jusqu’à l’apparition d’une coloration verte claire et limpide, pour

suivre le chauffage pendant 30 min puis laisser refroidir.

La distillation est faite à l’aide de la soude (32℅) et de l’eau distillée dans un

appareil de distillation automatique .L’ammoniac distillé a été piégé dans un erienmeyer

contenant 20 ml d’acide borique 4℅ puis titré rapidement à l’aide de l’acide sulfurique

(H2SO4) (N50) jusqu’au pH initial de l’acide borique (Photographie 05).

Le taux d’azote a été calculé selon la formule suivante :

℅N2(g)= (V1×0.014×100×N)/Vᴏ
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N : la normalité de la solution d’acide sulfurique.

Vᴏ : volume de l’échantillon en ml (5ml).

V1 : volume en ml de la solution d’acide sulfurique utilisée pour le titrage.

Photographie 05 : La détermination de la matière azotée

2.1.5. Détermination de la matière organique et minérale

Les cendres (matières minérales) sont déterminées par incinération d’un gramme

d’échantillon sec dans un four à moufle à 550°C pendant 5 heures (AOAC, 1990). La

matière organique correspond à la différence entre la prise d’essai et les cendres qui en

résultent (Photographie 06).

Photographie 06 : Détermination des cendres dans un four à moufle
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2.1.6. Dosage des sucres totaux

Les sucres totaux sont déterminés par spectrophotométrie, selon la méthode de

Dubois et al. (1956). 1 ml de margines est mélangé à 1 ml d’une solution phénolique (5%)

et 3ml d’acide sulfurique concentré (97%). Après agitation, les tubes sont conservés à

l’obscurité pendant 10 min puis transférés dans un bain marie à 30 °C pendant 30 min. Les

sucres réagissent avec le phénol et l’acide sulfurique concentré et donnent une coloration

jaune-orange. La densité optique est mesurée à 488 nm. Les valeurs obtenues sont traduites

en concentration par référence à un courbe étalon de D-glucose préalablement établie

(Figure 07).

Figure 07 : Droite d’étalonnage de D-glucose

2. 2.Etude phytochimique des margines

2.2.1. Screening phytochimique

L’un des buts essentiels d’un test phytochimique consiste dans la détection des

différentes familles de métabolites secondaires existant les margines par des réactions

qualitatives de caractérisation. Ces réactions sont basées sur des phénomènes de

précipitation ou de coloration par des réactifs spécifiques à chaque famille de composés

ainsi que des examens en lumière ultraviolette (Hagerman et al., 2000).

Dans notre étude expérimental nous avons utilisé les techniques standards décrites par

Terease et Evans (1989); Harborne (1998) et Bruneton (1999).
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2.2.1. 1.Les flavonoïdes

10g de margine est t’ajouté à 150 ml d’ HCl dilué à 1 ℅ pendant 24h, filtre et

procéder au teste suivant : 10ml du filtrat, le rendu basique par l’ajout du NH4OH. Un test

positif est révélé par l’ajout d’une couleur jaune dans la partie supérieure de tube à essai.

2.2.1.2. Les coumarines

Introduire 5ml d’extrait dans un tube, ajouter 0,5 ml de NH4OH à 10℅, mélanger et

observer sous UV à 366 nm. Une fluorescence intense indique la présence des coumarines.

2.2.1.3. Alcaloïdes

Les tests sont réalisés par des réactions de précipitations avec les réactifs de Mayer

et Wagner. 1ml de chaque extrait (1g de margine +50ml de H2SO4 à 10℅. Après agitation

pendant 30 min macérer quelques heures puis filtrer et compléter à 50 ml avec l’eau

distillée) est divisé en deux volumes égaux. Un volume est traité par 0,5 ml de réactif de

Mayer, l’autre par 0,5 ml de réactif de Wagner. L’apparition d’un précipité blanc ou brun,

respectivement révèle la présence des alcaloïdes.

2.2.1.4. Terpénoïdes

5ml d’extrait est ajouté à 2ml de chloroforme (CHCl3) et 3ml d’acide sulfurique

concentré. La formation de deux phases et une couleur marron à l’interphase indique la

présence des Terpénoïdes.

2.2.1.5. Les saponines : Test de la mousse

Dans un tube à essai, introduire 10ml d’extrait à tester et agité pendant quelque

secondes puis laissé au repos pendant 15min. Une hauteur de mousse persistante indique la

présence des saponines.

2.2.1.6. Les composés réducteurs

Introduire 1ml d’extrait dans un tube à essai, ajouter 2ml de liqueur de Fehling (1ml

réactif A et 1ml réactif B), incuber l’ensemble pendant 8min dans un bain marie bouillants.

L’apparition d’un précipité rouge brique indique la présence des composés réducteurs.
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2.2.3. Extraction des composés phénoliques

Les composés phénoliques contenus dans les margines sont déterminés en utilisant

de l’acétate d’éthyle (Visioli et al., 1999 ; De Marco et al., 2007). Les margines doivent,

au préalable, subir un prétraitement par l’hexane pour éliminer les lipides.

2.2.3.1. Délipidation des margines

20 ml de margines sont centrifugées pendant 10 min à 3200 g. Deux phases sont

obtenues : une phase aqueuse et un culot précipité. 10 ml de la partie aqueuse sont ajoutées

à 20 ml d’hexane (nécessaire pour se débarrasser de la matière grasse des margines). La

solution est mélangée pendant 3 min. Après 15 min, les margines sont recueillies après

séparation complète à l’aide d’une ampoule à décanter en deux phases : l’hexane

(surnageant) et les margines délipidées (culot) prêtes à une extraction liquide-liquide

(Figure 08).

2.2.3.2. Extraction par l’acétate d’éthyle

2ml de margines délipidées est mélangé à 1,5ml d’acétate d’éthyle, l’ensemble est

homogénéisé à l’aide d’un mixer électrique (Ultra-Turax) pendant 3 min à une vitesse de

13.500 tr/min. Après 15 min, le mélange est complètement séparé en deux phases :

l’acétate d’éthyle riche en polyphénols (surnageant) et les margines (culot) (figure08).
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Décantation
(15 min)

1.5 ml de Margines
(délipidées)

2 ml
d’acétate
d’éthyle

Décantation (15
min)

Agitation (15 min) à
2500 tr/min

Le surnageant (l’acétate
d’éthyle riche en polyphénols)

Evaporation à 400 C°

Dépôt jaune (pp)

Figure 08: Schéma de l’extraction des polyphénols totaux des
margines.

Culot

Surnageant
riche en
lipides

Extraction
des PP

Extraction
des lipides
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2.2.3.3. Dosage des polyphénols totaux

Les polyphénols sont dosés par la technique colorimétrique de Folin ciocalteu

(Makkar et al., 1993). Le réactif de Folin-Ciocalteu est constitué par un mélange d’acide

phosphotungstique (H3PW12O40) et phosphomolibdique (H3PMo12O40), il est réduit par

les phénols en un mélange d’oxydes bleus de tungstène (W8O23) et de molybdène

(Mo8O23), (Macheix al., 1990). Cette coloration bleue dont l’intensité est proportionnelle

aux taux de composés phénoliques présents dans le milieu donne un maximum

d’absorption à 725 nm.

Un aliquote de 50 μl de l’extrait phénolique est mélangé à : 950 μl d’eau distillée,

500 μl de solution de Folin Ciocalteu (1N) et 2,5 ml de carbonate de sodium (Na2CO3

20%). L’apparition d’une couleur bleue après incubation à l’obscurité et à température

ambiante pendant 40 min. L’absorbance est mesurée à 725 nm (Figure 09). La gamme

d’étalonnage ai été préparé, en utilisant l’acide gallique à différentes concentrations (0.02 à

0.06 mg/ml), dans les mêmes conditions et les mêmes étapes du dosage (Figure 10).

Dosage des polyphénols totaux

50 μl de l’extrait + 950 μl d’eau distillée

500 μl de solution de Folin
Ciocalteu (1N)

2,5 ml de carbonate de sodium
(Na2CO3 20%).

L’absorbance est mesurée à 725 nm

Après
3min

Figure 09 : Schéma de dosage des polyphénols totaux des margines.

Incubation à l’obscurité et à
température ambiante pendant 40 min



Matériel et méthodes

34

Figure 10 : Droite d’étalonnage de l’acide gallique.

2.2.3.4. Dosage des flavonoïdes totaux par la méthode de trichlorure d’Aluminium

Les flavonoïdes totaux sont déterminés par le chlorure d’aluminium (AlCl3, 2%)

selon le procédé décrit par Ayoola et al. (2008). Il consiste à mélanger 250 μl d’extrait

phénolique dilué dans 500 μl d’eau distillée, l’ensemble est mélangé avec 750 μl d’AlCl3.

Les densités optiques (DO) sont lues à 420 nm (Figure 11) et les concentrations sont

déterminées par référence à une courbe d’étalonnage de quercetine (Figure 12).

y = 11,5x + 0,1767
R² = 0,9975

0
0,1
0,2
0,3
0,4
0,5
0,6
0,7
0,8
0,9

1

0 0,02 0,04 0,06 0,08

DO
 à

 7
25

Concentration d'acide gallique mg/ml

do

Linéaire (do)

Dosage des flavonoïdes

250 μl d’extrait + 500 μl d’eau distillée

750 μl d’AlCl3

Lecture à 420 nm

Incubation 30 min à température
ambiante

Figure 11 : Schéma de dosage des flavonoïdes totaux
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Figure 12 : Droite d’étalonnage de la quercétine

2.2.4. Dosage des acides gras par chromatographie phase gazeuse

Principe

La chromatographie phase gazeuse est une méthode d’analyse physico-chimique

par séparation qui s’applique aux composés gazeux ou susceptibles d’être vaporisés par

chauffage sans décomposition. Cette technique permet l’analyse de mélanges

éventuellement très complexes de nature et de volatilité très diverses.

Le corps gras et estérifie en présence de méthanol, les esters méthyliques d’acides

gras sont séparés sur une colonne polaire en fonction de leurs poids moléculaire. La

surface correspondant à chacun d’eux est calculée et rapportée à la surface totale des

différents acides gras pour obtenir un pourcentage (Mbourmad, 2011)

Mode opératoire

La méthylation a été faite selon la méthode décrite par Patumi et al. (2003). La

phase hexanique contenant les acides gras méthylés est séparée puis analysée par

chromatographie phase gazeuse (CPG), selon les conditions opératoires suivantes :

y = 0,033x - 0,103
R² = 0,938

0
0,1
0,2
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0,6
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0,9
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Tableau 05 : les conditions opératoires des dosages des acides gras par GC-MS

Conditions opératoires pour les esters méthyliques des margines

Type de CPG GCMS-QP2010 Ultra

Mode d'injection Splitless

Colonne capilaire Langueur diamtre intétieur 30m x 0,25mm

Epaisseur 0,25μm

Gaz vecteur -

Température de l’injecteur

Température de Four

250 ° C

100.0 ° C

Débit total

Débit de la colonne

13,0 ml / min

4,99 ml / min

Vitesse linéaire 83,1 cm / sec

2.2.5. Analyses des phénols et flavonoïdes par HPLC-MS

Principe

La chromatographie liquide à haute performance (CLHP) permet la séparation ou la

purification d’un ou de plusieurs composés d’un mélange. Les composés à séparer

(solutés) sont mis en solution d’abord, puis elle sera introduite dans la phase mobile

liquide, grâce à la répartition sélective des solutés, entre la phase mobile et la phase

stationnaire (Gwenola et Jean-Louis, 2002). Le mélange à analyser est injecté, puis

transporté à travers le système chromatographique à une sous de la pression élevée à

travers une colonne. Les composés en solution se répartissent alors suivant leur affinité, il

interagit entre les deux phases à des vitesses différentes (Francis et Annick, 2004).

Mode opératoire

Margines doivent, au préalable, subir un prétraitement par l’hexane pour éliminer

les lipides (Délipidation) et ensuite à une extraction à l’acétate d’éthyle selon les étapes

mentionnées précédemment.
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L’identification des composés phénoliques des margines par HPLC-MS selon les

conditions opératoires suivantes :

Tableau 06 : les conditions opératoires des analyses des polyphénols par HPLC-MS

Conditions opératoires

Les pompes utilisées Pompe A : LC-20ADXR

Pompe B : LC-20ADXR

Modèle d'échantillonneur automatique SIL-20AXR

Modèle de four

Température du four

CTO-20AC

40 C

Nom de la colonne

Longueur de la colonne

Diamètre intérieur

DiscoVery BIO Wide Pore C18-5

250 mm

4,0 mm

Débit total 0,4000 ml / min

Photographie 07 : Appareillage des chromatographies.

(A) chromatographie phase gazeuse (CPG-MS), (B) chromatographie liquide à haute performance (HPLC-

MS).

A B
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1. Caractérisation des margines

Les principaux résultats physico-chimiques des margines étudiés sont consignés

dans le tableau ci-dessous :

Tableau 07 : Caractéristiques physico-chimiques des margines étudiées.

Paramètres Echantillon

Couleur Vert

pH 4,46

CE (mS/cm) 4.76

Salinité 2,8

MS (g /l) 4 ,9

H (%) 95

STS 0,90

MO(%) 98

MM(%) 2

Teneur en azote (g/l) 0,30

ST (mg/ml) 0,36

PT (mg/ml) 0,055

MS : matière sèche, MO : matière organique, MM : matière minérale, ST : Sucres totaux

H : humidité, STS : solide total en suspension, ST : Sucres totaux, PT : phénols totaux.

1.1. Le potentiel hydrique (pH)

Le tableau 04 montre que les margines sont des effluents acides (pH= 4,46), en

raison de la présence des acides organiques (acides phénolique, acides gras). En effet, cette

valeur est comparable avec ceux de la littérature (pH= 4,2 - 5,9) (Assas et al., 2002), et à

celles enregistrées dans plusieurs travaux (Mbourmad, 2002 ; Benyahia et Zein, 2003;

Ghomari, 2015). Le degré d’acidité des margines augmente avec la durée de leur

stockage, Ceci peut favoriser les réactions d’auto-oxydation et de polymérisation qui

transforment les alcools phénoliques en acides phénoliques, ce qui induit une modification

de leur coloration initiale vers un noir très sombre (Eroglu et al., 2008).

1.2. La conductivité électrique et la salinité

Les margines étudiées ont une conductivité électrique moyenne de l’ordre de (4,76

mS.cm-1) et une salinité de (2,8), due principalement à la présence des ions potassium,
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chlorures, calcium et magnésium (Benyahia et Zein, 2003). Ces valeurs reflètent la teneur

en sels présents dans ces effluents. En effet, en plus de la richesse naturelle en sels

minéraux, les olives sont conservées avant leur trituration dans le sel commercial, ce qui

confère aux margines cette conductivité électrique (Ghomari, 2015)

Des échantillons de margines provenant de la même région ont donné une

conductivité électrique égale à 5,30 mS/cm durant la compagne oléicole 2015-2016 (Salhi

et Hamoudi, 2016), et d’autres issus d’un système provenant des huileries traditionnelles

(système discontinu) ont présenté une conductivité électrique relativement élevée (14,25 et

18,1 mS/cm) (Salhi et Hamoudi, 2016). Ces résultats confirment l’influence du système

d’extraction sur la qualité des margines qui en résultent. Le degré de maturation des olives

durant leur trituration affecte également la minéralisation des margines (Benyahia et Zein,

2003 ; Hanafi et al., 2009).

1.3. L’humidité et la matière sèche

Les résultats des taux d’humidité et de la matière sèche des margines étudiés sont

présentés dans la figure ci-dessous

Figure 10: Les teneurs en humidité et en matière sèche des échantillons de margines
étudiés.

Au regard des résultats obtenus, les teneurs des échantillons en matière sèche sont

de l’ordre de 4,9 g/l .Ces valeurs sont comparables à celles enregistrées dans plusieurs

travaux (Linden et Lorient, 1994 ; Salhi et Hamoudi, 2016). Cette matière résulte

principalement des différents débris solides de la trituration (grignons, membranes des

pulpes d’olives). Les taux d’humidité élevés des margines (95%) peuvent s’expliquer par

95%

5%

Humidité             Matiere sèche
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l’eau existant habituellement dans les olives d’une part et d’autre part par l’eau ajoutée au

cours du processus d’extraction de l’huile d’olive (Leunmi, 2012).

1.4. Solide total en suspension

Le solide total en suspension est beaucoup plus important dans notre margines

(0,90%), cette valeur se situe dans l’intervalle [0,04 et 1,04%], cité par Dannibale et al.

(2003), Ce résultat est corroboré à celui observé par Mbourmad (2002).

1.5. Matière organique et minérale

Les résultats des matières organique et minérale des margines étudiés sont

présentés dans la figure ci-dessous :

Figure 11 : Les teneurs en matières organique et minérale des échantillons de margines
étudiés.

Il s’avère clairement que notre margine indique une teneur plus élevée en matières

organiques (98℅). Cette valeur est due à la présence d’une fraction insoluble qui

représente les matières en suspension et colloïdales et une fraction soluble qui représente

les sucres, les lipides, les acides organiques, et les composés phénoliques (Hamdi, 1991).

En effet, notre valeur est supérieure à celle rapportée par plusieurs auteurs qui notent des

valeurs de 78,57 et 90% (Aissam, 2003 ; Hachicha et al., 2008), et comparable à celle

notée dans le travail de Leunmi (2012) qui donne un taux de (98,01%).

La teneur des margines en matière minérale est de l’ordre de 2%. Elle est relativement

faible par rapport à celle citée par Hachicha et al. (2008) qui indiquent un taux

98%

2%

Matière organique matière miniéale
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relativement élevé (21,42%).Nos valeurs sont proches avec ceux trouvée par Leunmi

(2012).

1.6. Teneur en azote total

La teneur en azote total des margines est de l’ordre de 0,30 g/l. Elle est relativement

faible par rapport à celle citée dans la littérature par Lopez et Ramos-Cormenzana (1996)

(0,6 g/l), nos valeur est proche avec celles trouvées par Mbourmad (2011) et Salhi et

Hamoudi (2016) (0,364 g/l).

1.7. Dosage des sucres totaux

La concentration en sucres totaux (ST) des margines étudiés est de l’ordre de 0,36

mg/ml. La teneur élevée obtenue a révélé une richesse des effluents oléicoles en sucres

totaux, ce qui fait d’eux une excellente source énergétique. Nos résultats sont proches à

ceux rapportés par Leunmi (2011). Cette teneur élevée en ST obtenue dans notre étude

pourrait être expliquée par l’état de fraîcheur de nos margines. En effet, le stockage des

margines peut conduire à une diminution de leur teneur en sucres par leur dégradation en

acides organiques (Hamdi, 1992). De nombreux travaux ont montré que les margines sont

très riches en sucres simples (Niaounakis et Halvdakis, 2004 ; Fezzni et Ben

Cheikharticle, 2009). Les sucres simples les plus fréquents dans les margines sont, en

particulier, le raffinose, saccharose, l’arabinose, xylose, glucose, mannose et le fructose.

On conclure que la caractérisation physico-chimique des margines est généralement

tributaire des techniques et des systèmes d’extraction de l’huile d’olives ; elle diffère d’un

pays à l’autre (Blika et al., 2009). En général, les margines contiennent une variété de

composés organiques et minéraux, de nature et de concentration très différentes.

2. Etude phytochimique

2.1. Screening phytochimique

Les tests phytochimiques réalisés par le screening phytochimique nous ont permis de

mettre en évidence la présence de quelques métabolites secondaires présents dans l’extrait

étudiés par des réactions qualitatives de caractérisation (précipitation, coloration par des

réactifs spécifiques, ou par un examen sous la lumière UV). Les résultats sont résumés dans le

tableau ci-dessous.

Tableau 08 : Résultats des tests phytochimique sur les margines
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Métabolites

Secondaires

Réactions Remarque Résultats

flavonoïdes NH4OH Apparition d'une couleur

jaune dans la partie supérieure +++

Coumarines Fluorescence

UV

Apparition d'une fluorescence intense

++

Terpénoïdes chloroforme

(CHCL3)

L’acide sulfurique

Formation de deux phases et une

couleur

marron à l’interphase ++

Saponines Test de mousse Pas de formation de mousse

-

Composés

réducteurs

Liqueur de Fehling La formation d’un précipité rouge-

brique +++

Alcaloïdes Mayer

Wagner

Apparition d'un précipité blanc

Apparition d'un précipité brun

+

+

+++ : Fortement positif ; ++ : Moyennent positif ; + : Faiblement positif ; - : négatif

Le nombre de « + » est fonction de l’intensité de la coloration et / ou précipité.

Le screening phytochimique réalisé nous a permis de mettre en évidence la

présence des flavonoïdes, les coumarines, composés réducteurs avec des quantités

importante et en quantités moindres des alcaloïdes et des terpénoïdes. De même nous

avons noté l’absence totale des saponines.

Ces résultats sont en accord avec ceux rapportés dans les travaux de Macheix et al.

(2006), qui confirment la présence de quelques métabolites secondaires comme les

flavonoïdes, et les travaux de Bruneton (1999), qui ont en plus des flavonoïdes, ils ont mis

en évidence les alcaloïdes, les composés réducteurs et coumarines.
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De même, les résultats effectués par Ghedira (2008) confirment aussi l’existence

des terpénoïdes. Tous les résultats confèrent à ces effluents de nombreuses activités

biologiques tels que les activités antioxydantes, hypotensives, hypoglycémiantes,

hypocholestérolémiantes, anti inflammatoires, et antiseptiques (Ghedira, 2008).

2.2. Dosage des composes phénoliques

2.2.1. Dosage des polyphénols totaux

Les contenus phénoliques de nos margines ont été déterminés par la méthode de

Folin-ciocalteu (Makkar et al. ,1993). Le dosage par ce réactif fournit des informations

directes sur le nombre des groupes hydroxyles et donc une évaluation brute de tous les

composés phénoliques d’un extrait (Tawaha et al., 2007).

Le taux de polyphénols a été déterminé par de nombreux chercheurs : des valeurs

de 4g/l quantifiées par Fki et al. (2005) ; 7g/l trouvées par Fezzani et Ben cheikh (2007),

9g/l par Yaakoubi et al. (2010), 0,215g/l par Moussaoui, (2007) 0,89 g/l Salhi et

Hamoudi (2016). Ces valeurs sont plus élevées par apport à celles enregistrées dans notre

étude (0,05 mg EAG/ml E).

Au vu de ces données, le profil polyphénoliques des olives peut varier sous

l’influence de divers facteurs parmi lesquels la variété, le climat, le degré de maturation

(l’olive vert possède plus de polyphénols que l’olive noire) (Ryan et al., 1999; Benlarbi,

2004), et le solvant d’extraction (Sousa et al., 2008; Conde, et al., 2009) dont l’acétate

d’éthyle a été choisis pour l’extraction liquide-liquide et déclaré comme le solvant le plus

fréquemment utilisé pour extraire le maximum des composés phénoliques contenus dans

les margines (Lesage-Meessen et al., 2001; Allouche et al., 2004).

A l’issue de ces résultats concernant des teneurs en polyphénols, il ressort que les

margines sont très riches en polyphénols ce qui fait d’eux une excellente source naturelle

de composés bioactifs bénéfiques à la santé humaine.

2.2.2. Dosage des flavonoïdes totaux

Le contenus en flavonoïdes de nos margines ont été déterminés par la méthode de

trichlorure d’Aluminium (Ayoola et al., 2008). Le taux de flavonoïdes est de l’ordre de

[8,24µg EQ /ml E]. Elle est relativement faible par rapport à celle citée par Abassetal,

(2012) (0.156 à 0.166 g EQ /L) et ceux citée par 0,1079 à 0,0472 g/l. Ceci confirme une



Résultats et discussion

44

autre fois l’influence de la nature de l’échantillon et le système de trituration sur le profil

phénoliques (Ryan et al., 1999; Benlarbi, 2004).

3. Dosage des acides gras par chromatographie phase gazeuse

La figure et le tableau présentés ci-dessous montrent une empreinte obtenue à partir

de l’injection d’esters méthyliques d’un échantillon de margine dans le système

chromatographique. Une première analyse visuelle permet de constater que le profil

général du chromatogramme est différent. Le pic le plus intense est attribuable à l’acide

oléique «Acide  9-octadecenoïque » (C18 : 1) qui constitue (64.726%) de l’aire totale du

chromatogramme, suivi par celui de l’acide palmitique « Acide hexadecanoïque » (C16 : 0)

qui représente  (11.087%), et l’acide linoléique (C18 :2) « Acide  9,12-

octadécadiénoïque ,méthyl  ester, (E, E)-» et « Acide 9,12-octadécadiénoïque (Z, Z)-, ester

méthylique » (C18 : 2) qui représente respectivement (9.252% et 8.310%) et l’acide

stéarique (C18 : 0)  qui représente  (4.728%),et l’acide 9-octadecenoïque(Z)-, méthyl ester

et l'acide palmitoléique (C16 :1) « l’acide 9-hexadecenoïque, méthyl ester, (Z)-»,qui se

distinguent respectivement par des pourcentages inférieures à celles rapportées

précédemment (1.390 % et 0.506%). Toutes les valeurs des acides gras obtenues sont

conformes à celles enregistrées le travail de Benabid (2009).

Figure : Type de chromatogramme des acides gras de margine

6, 000,000
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Tableau 09 : Identification des chromatogrammes des acides gras

Pic Temps de
Rétention

Aire Aire % Acides gras

1 29.148 975418 11.087 Acide hexadecanoïque, Ester de
méthyle

2 30.057 44512 0.506 Acide9-hexadecenoïque, méthyl
ester, (Z)-

3 32.931 415958 4.728 Stéarate de méthyle

4 33.666 5694444 64.726 Acide 9-octadecenoïque, méthyl
ester

5 33.821 122296 1.390 Acide 9-octadecenoïque(Z)-,
méthyl ester

6 34.240 813979 9.252 Acide 9,12-octadécadiénoïque,
méthyl ester, (E, E)-

7 34.866 731117 8.310 Acide 9,12-octadécadiénoïque (Z,
Z) -, ester méthylique

100.000

De plus, nous remarquons que les margines sont plus riches en acides gras

monoinsaturés avec des pourcentages allant de 64%. Ces pourcentages sont comparables à

ceux enregistrées dans le travail de Fellahi (2008) sur les huiles d’olive de la variété

Chemlal où il a présenté un taux varié entre 66% -68% de l’acide oléique. Ainsi, on note

également une prédominance nette d’acides gras insaturés par rapport aux acides gras

saturés (l’acide palmitique et acides stéarique). D’après Gutierrez et al. (1999), au cours

de la maturation des olives, l’acide oléique est transformé en acide linoléique par l’enzyme

« oléate désaturase », ça peut expliquer l’augmentation du pourcentage de l’acide

linoléique par rapport aux autres acides gras polyinsaturés.

La composition en acides gras totaux est très variable et dépend de la variété, du

climat et de la région de production, de l’année et la période de récolte ainsi que des

techniques d’extraction et des conditions de stockage (Zarrouk et al., 1996; Ait Yacine et

al., 2002). Comparée à d’autres extraits d’olive, l’huile d’olive est caractérisée par sa

richesse en acides gras monoinsaturés et présente de faibles teneurs en acides gras saturés

(Ajana et al., 1998; Salas et al., 2000; Keceli et Gordon, 2001).
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4. Analyses des composés phénoliques par HPLC-MS

L’analyse de la fraction phénolique par LC-MS d’extraits de margines montre une

variation très importante en monomères phénoliques. Ceci confirme une autre fois

l’influence de la nature de l’échantillon et le système de trituration sur les caractéristiques

des margines (Ryan et al., 1999; Benlarbi, 2004). La synthèse des résultats

d’identification de ces composes phénoliques est représentée dans le tableau ci-dessous :

Tableau 10 : Identification des chromatogrammes des composés phénoliques

Pic Le nome de composant Temps de
Rétention

Mz Concentration Unité

1 Acide quinique 2.089 191.00 0.0037 Ppm

2 Acide gallique - 169.00 N.D. (pic)

3 Acide protocatéchuique 6.344 153.00 2.497 Ppm

4 Catéchine - 289.00 N.D. (pic)

5 L'acide chlorogénique - 353.00 N.D. (pic)

6 4-O-caffeoylquinique 11.307 353.00 0.008 Ppm

7 Acide caféique 14.284 179.00 0.351 Ppm

8 Acide syringique 15.879 197.00 0.000 Ppm

9 Acide 1,3-di-o-
caffeoylquinique

- 515.00 N.D. (pic)

10 Epicatéchine - 289.00 N.D. (pic)

11 Acide p-coumarique 20.737 163.00 0.798 Ppm

12 Acide trans-férulique 22.879 193.00 0.054 Ppm

13 Hyperoside (quercétine-3-o-
galactoside)

24.488 463.00 0.002 Ppm

14 Rutine 23.811 609.00 0.007 Ppm
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15 Acide o-coumarique 26.066 163.00 0.011 Ppm

16 Lutéoline-7-o-glucoside 24.446 447.00 0.073 Ppm

17 Acide 3,4-di-o-
caffeoylquinique

25.051 515.00 3.680 Ppm

18 Quercétine (quercétine-3-o-
rhamonoside)

26.404 447.00 0.054 Ppm

19 L'acide rosmarinique - 359.00 N.D. (pic)

20 Naringine 25.503 579.00 0.052 Ppm

21 Apigénine-7-o-glucoside 26.233 431.00 0.018 Ppm

22 Acide 4,5-di-o-

caffeoylquinique

- 515.00 N.D. (pic)

23 L'acide salviolinique - 717.00 N.D. (pic)

24 Trans cinnamique - 147.00 N.D. (pic)

25 Quercétine 31.785 301.00 0.004 Ppm

26 Kaempferol 31.774 285.00 0.195 Ppm

27 Naringenine 33.750 271.00 0.001 Ppm

28 Silymarine _ 481.00 N.D. (pic)

29 Apigénine 34.385 269.00 0.018 Ppm

30 Lutéoline 34.767 285.00 0.005 Ppm

31 Cirsiliol 35.515 329.00 0.267 Ppm

32 Cirsilineol 38.467 343.00 0.005 Ppm

33 Acacetine 40.055 283.00 0.003 Ppm

34 Fulscan - IC N.D. (pic)

35 TIC (SIM) - TIC N.D. (pic)
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Dans l’extraits de margines, il a été possible de détecter 35 composés dont 23 ont

été identifiés et 12 composés n’était pratiquement pas détecté. Ces composés inclus

différents classes de composés phénoliques, à savoir les acides phénoliques (les acides

hydroxybenzoïques et les acides hydroxycinnamiques) et familles de flavonoïdes (flavan-

3-ol, flavanones, flavonols, flavones) et une absence totales des alcools phénoliques. Les

acides phénoliques hydroxycinnamiques identifiés sont essentiellement « l’acide p-

coumarique(C16), caféique (C24), chlorogénique, acide trans-férulique (C23), acide

quinique », et parmi les acides hydroxybenzoïques « l’acide protocatéchuique » c’est le

seul qui a été détecter, les principaux flavonoïdes retrouvés sont « Kaempferol, quercétine,

naringenine, apigénine, rutine, lutéoline, acacetine ». L’acide chlorogénique et l’acide

protocatéchuique (C17) sont retrouvés en tête de classement avec des concentrations de

(3.680 ppm et 2,497 ppm respectivement), suivi par l’acide p-coumarique et l’acide

caféique, dont sont concentrations égales à (0,789 ppm et 0.351 ppm respectivement).

L’absence totales des alcools phénoliques dans nos extrait du principalement à les

réactions d’auto-oxydation et de polymérisation qui transforment les alcools phénoliques

en acides phénoliques (Eroglu et al., 2008).

Nos résultats sont en accord et en désaccord avec d’autres résultats trouvés par

plusieurs chercheurs, Fki et al. (2005a) à révélées la présence des acides caféiques, acide

p- coumarique acide férulique et l’hydroxytyrosol. De même Marco et al. (2007) révélées

des petites quantités des flavonoïdes (Lutéoline et lutéoline-7-glucosides) et des quantités

très importantes d’hydroxytirosol.

L’analyse de le profile phénolique des margines réalisée par Belaid et al. (2002) a

montré une variation très importante en composes phénoliques ; l’acide para coumarique

l’acide protocatéchuique, l’acide férulique et l’acide caféique et d’autres classes des

alcools phénoliques.

En effet, plusieurs facteurs conditionnent l’existence de ces composes dans les

margines tel que l’état de maturation des olives, les conditions d’extraction de l’huile

d’olive et l’état des margines. Les margines collectées dans des bassins de stockage

peuvent subir différentes réactions (d’hydrolyse, d’oxydation et de bio transformation) ce

qui modifie continuellement leur composition notamment en composes phénoliques

(Belaid et al., 2002).
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L’objectif de cette étude est de faire une étude phytochimique des margines issues

de l’extraction d’huile d’olives (de la variété Chemlal) dans la région de Baghai Wilaya de

Khenchela.

La caractérisation physico-chimique des échantillons a montré des rejets liquides

avec un taux d’humidité élevés [95%], acides [pH = 4,46] et un teneur en solide total en

suspension beaucoup plus important (0,90%), très riches en matières organique [MO = 98

%] et en sucres totaux [0,36 mg/ml] et pauvres en élément minéraux [CE = 4,76 mS/cm],

et en azote total 0,30 g/l. Une extraction liquide-liquide a été effectuée, en utilisant

l’acétate d’éthyle. Les dosages des polyphénols totaux ont été déterminés par la méthode

de Folin-Ciocalteu [0,05mg EAG /ml E] et les flavonoïdes totaux sont déterminés par le

trichlorure d’aluminium [8,24µg EQ /ml E].

Le screening phytochimique réalisé nous a permis de mettre en évidence la

présence des flavonoïdes, les coumarines, composés réducteurs avec des quantités

importante et en quantités moindres des alcaloïdes et des terpénoïdes. De même nous

avons noté l’absence totale des saponines.

L’analyse qualitative des extraits par CG-MS a révélé la présence de nombreux

acides gras, parmi lesquels l’acide oléique «Acide  9-octadecenoïque » (C18 : 1) ,l’acide

palmitique « Acide hexadecanoïque » (C16 : 0), l’acide linoléique (C18 :2) « Acide  9,12-

octadécadiénoïque ,méthyl  ester, (E, E)-» , « Acide 9,12-octadécadiénoïque (Z, Z)-, ester

méthylique » (C18 : 2) et des acides stéarique (C18 : 0) .

L’analyse qualitative des extraits par LC-MS de margines montre une variation très

importante en monomères phénoliques, parmi lesquels Les acides phénoliques

hydroxycinnamiques « l’acide p-coumarique(C16), caféique (C24), chlorogénique, acide

trans-férulique (C23), acide quinique », les acides hydroxybenzoïques « l’acide

protocatéchuique » et les principaux flavonoïdes retrouvés sont « Kaempferol, quercétine,

naringenine, apigénine, rutine, lutéoline, acacetine ».

Tous ces résultats permettent de conclure que ces extraits peuvent être utilisés après

leur extrapolation en expérimentation animale et clinique dans la prévention et le

traitement des maladies.

Toutefois dans l’intérêt d’apporter un apport complémentaire à cette étude, il serait

intéressant d’effectuer d’autres analyses telles que la valorisation médicinale des margines.
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Annexe 1 : extraction liquide-liquide (par solvants organique)

Annexe 2 : préparations des réactifs Mayer et Wagner

Réactif de Mayer :

Chlorure de mercure .............…... 1,36 g

Iodure de potassium………………. 5 g

Eau distillée………………………. qsp 100 ml

Réactif de Wagner :

Iodure de potassium…………….… 2 g

Iode………………………………. 1,27 g

Eau distillée……………………… qsp 100 ml
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Annexe 3 : Résultats des tests phytochimique sur les margines

Métabolites
Secondaires

Remarque

flavonoïdes Apparition d'une couleur

jaune dans la partie supérieure

Coumarines

Apparition d'une fluorescence intense

Terpénoïdes formation de deux phases et une couleur

marron à l’interphase

Saponines Pas de formation de mousse

Composés

réducteurs

La formation d’un précipité rouge-brique

Alcaloïdes Apparition d'un précipité blanc

Apparition d'un précipité brun
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Annexe 5 : Spectrométrie de masse
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Chromatogram MV C:\GCMSsolution\Sample\marwa jawadi\MV.qgd
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Institut des Régions Arides-Medenine
                                                                 Laboratoire Central
Rapport d'analyse

 Analyzed : 06/01/2018 01:02:50
 Sample Name : MV

 Sample ID : MV
 Vial : 12

 Injection Volume : 1.00
 Data File : C:\GCMSsolution\Sample\marwa jawadi\MV.qgd

 Method File : C:\GCMSsolution\Sample\marwa jawadi\Fcistrans.qgm



 TIC

 Peak#  R.Time  Area Area%  Name 

 1  29.148  975418  11.087  HEXADECANOIC ACID, METHYL ESTER 

 2  30.057  44512  0.506  9-HEXADECENOIC ACID, METHYL ESTER, (Z)- 

 3  32.931  415958  4.728  Methyl stearate 

 4  33.666  5694444  64.726  9-OCTADECENOIC ACID, METHYL ESTER 

 5  33.821  122296  1.390  9-OCTADECENOIC ACID (Z)-, METHYL ESTER 

 6  34.240  813979  9.252  9,12-OCTADECADIENOIC ACID, METHYL ESTER, (E,E)- 

 7  34.866  731117  8.310  9,12-Octadecadienoic acid (Z,Z)-, methyl ester 

 100.000 



Method
SUPELCOWAX TM10
FUSED SILICA CAPILLARY COLUMN
30m x 0.25mm x 0.25µm film thickness

===== Analytical Line 1 =====

[GC-2010]
 Column Oven Temp. :100.0 °C

 Injection Temp. :250.00 °C
 Injection Mode :Splitless
 Sampling Time :0.00 min

 Flow Control Mode :Pressure
 Pressure :288.2 kPa

 Total Flow :13.0 mL/min
 Column Flow :4.99 mL/min

 Linear Velocity :83.1 cm/sec
 Purge Flow :3.0 mL/min

 Split Ratio :1.0
 High Pressure Injection :OFF

 Carrier Gas Saver :OFF
Split Ratio Program

   Time(min) Split Ratio
   0.00 200.0
   1.00 5.0

Oven Temp. Program
    Rate Temperature(°C) Hold Time(min)

     - 100.0 2.00
    4.00 240.0 15.00

 Equilibrium Time :3.0 min

[GC Program]

[GCMS-QP2010 Ultra]
 IonSourceTemp :200.00 °C
 Interface Temp. :220.00 °C

 Solvent Cut Time :7.70 min
 Detector Gain Mode :Relative

 Detector Gain :1.07 kV +0.00 kV
 Threshold :0

[MS Table]
 --Group  1 - Event  1--

 Start Time :7.70min
 End Time :52.00min

 ACQ Mode :Scan
 Event Time :0.30sec
 Scan Speed :1666

 Start m/z :35.00
 End m/z :500.00

 Sample Inlet Unit :GC



C:\GCMSsolution\Library\NIST11s.lib
C:\GCMSsolution\Library\WILEY8.LIB
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Rapport d'analyse
Sample Name        :  Mor Vert
Method Filename  :  acide phenol-flavenoides caracterisation01.lcm
Batch Filename     :  acid phenol.lcb
Date Acquired      :  18/01/2018 13:51:02

Résultat
Mor Vert   

ID#

 1 

 2 

 3 

 4 

 5 

 6 

 7 

 8 

 9 

 10 

 11 

 12 

 13 

 14 

 15 

Name

 quinic acid 

 Gallic acid 

 protocatchuic acid 

 Catechin (+) 

 Chlorogenic acid 

 4-O-caffeoylquinic acid 

 caffeic acid  

 syringic acid 

 1,3-di-O-caffeoyquinic acid 

 Epicatechin 

 p-coumaric acid 

 trans frulic acid 

 Hyperoside (quercetin-3-o-galactoside 

 Rutin 

 o-coumaric acid 

Ret. Time

 2,089 

 -- 

 6,344 

 -- 

 -- 

 11,307 

 14,284 

 15,879 

 -- 

 -- 

 20,737 

 22,878 

 24,488 

 23,811 

 26,066 

m/z

 191,00 

 169,00 

 153,00 

 289,00 

 353,00 

 353,00 

 179,00 

 197,00 

 515,00 

 289,00 

 163,00 

 193,00 

 463,00 

 609,00 

 163,00 

Conc.

 0,037 

 N.D.(Peak) 

 2,497 

 N.D.(Peak) 

 N.D.(Peak) 

 0,008 

 0,351 

 0,000 

 N.D.(Peak) 

 N.D.(Peak) 

 0,789 

 0,054 

 0,002 

 0,007 

 0,011 

Unit

 ppm 

   

 ppm 

   

   

 ppm 

 ppm 

 ppm 

   

   

 ppm 

 ppm 

 ppm 

 ppm 

 ppm 

Laboratoire central
     IRA-Médenine
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Résultat
Mor Vert   

ID#

 16 

 17 

 18 

 19 

 20 

 21 

 22 

 23 

 24 

 25 

 26 

 27 

 28 

 29 

 30 

 31 

 32 

 33 

 34 

 35 

Name

 Luteolin-7-o-glucoside 

 3,4-di-O-caffeoyquinic acid 

 Quercetrin (quercetin-3-o-rhamonoside) 

 Rosmarinic acid 

 Naringin 

 Apegenin-7-o-glucoside 

 4,5-di-O-caffeoyquinic acid 

 Salviolinic acid 

 trans cinnamic 

 quercetin 

 kampherol 

 Naringenin 

 Silymarin 

 Apegenin 

 Luteolin 

 Cirsiliol 

 Cirsilineol 

 Acacetin 

 Fulscan 

 TIC (SIM) 

Ret. Time

 24,446 

 25,051 

 26,404 

 -- 

 25,503 

 26,233 

 -- 

 -- 

 -- 

 31,785 

 31,774 

 33,750 

 -- 

 34,385 

 34,767 

 35,515 

 38,467 

 40,055 

 -- 

 -- 

m/z

 447,00 

 515,00 

 447,00 

 359,00 

 579,00 

 431,00 

 515,00 

 717,00 

 147,00 

 301,00 

 285,00 

 271,00 

 481,00 

 269,00 

 285,00 

 329,00 

 343,00 

 283,00 

 TIC 

 TIC 

Conc.

 0,073 

 3,680 

 0,054 

 N.D.(Peak) 

 0,052 

 0,018 

 N.D.(Peak) 

 N.D.(Peak) 

 N.D.(Peak) 

 0,004 

 0,195 

 0,001 

 N.D.(Peak) 

 0,018 

 0,005 

 0,267 

 0,005 

 0,003 

 N.D.(Peak) 

 N.D.(Peak) 

Unit

 ppm 

 ppm 

 ppm 

   

 ppm 

 ppm 

   

   

   

 ppm 

 ppm 

 ppm 

   

 ppm 

 ppm 

 ppm 

 ppm 

 ppm 

   

   



19/01/2018 15:21:06  Page 3 / 7 

E:\LabSolutions\Sample\MS\acid phenol\16-01-2018\Mor Vert.lcd 

MS Quantitative Graph
Mor Vert.lcd

MS Quantitation

(Normalized)

2,5

191,00(-)@1
ID#: 1 m/z: 191,00
Type: Target
Name: quinic acid

Ret.Time: 2,089
Area: 230563
Conc.: 0,037ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

7,5

153,00(-)@1
ID#: 3 m/z: 153,00
Type: Target
Name: protocatchuic acid

Ret.Time: 6,344
Area: 2011058
Conc.: 2,497ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

10,0 12,5

353,00(-)@1
ID#: 6 m/z: 353,00
Type: Target
Name: 4-O-caffeoylquinic acid

Ret.Time: 11,307
Area: 14796
Conc.: 0,008ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

15,0

179,00(-)@1
ID#: 7 m/z: 179,00
Type: Target
Name: caffeic acid 

Ret.Time: 14,284
Area: 759468
Conc.: 0,351ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

15,0 17,5

197,00(-)@1
ID#: 8 m/z: 197,00
Type: Target
Name: syringic acid

Ret.Time: 15,879
Area: 2111
Conc.: 0,000ppm
Event:1
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MS Quantitation

(Normalized)

20,0 22,5

163,00(-)@1
ID#: 11 m/z: 163,00
Type: Target
Name: p-coumaric acid

Ret.Time: 20,737
Area: 2139577
Conc.: 0,789ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

22,5

193,00(-)@1
ID#: 12 m/z: 193,00
Type: Target
Name: trans frulic acid

Ret.Time: 22,878
Area: 171660
Conc.: 0,054ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

25,0

463,00(-)@1
ID#: 13 m/z: 463,00
Type: Target
Name: Hyperoside (quercetin-3-o-galactoside

Ret.Time: 24,488
Area: 60458
Conc.: 0,002ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

22,5 25,0

609,00(-)@1
ID#: 14 m/z: 609,00
Type: Target
Name: Rutin

Ret.Time: 23,811
Area: 26507
Conc.: 0,007ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

25,0 27,5

163,00(-)@1
ID#: 15 m/z: 163,00
Type: Target
Name: o-coumaric acid

Ret.Time: 26,066
Area: 21324
Conc.: 0,011ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

25,0

447,00(-)@1
ID#: 16 m/z: 447,00
Type: Target
Name: Luteolin-7-o-glucoside

Ret.Time: 24,446
Area: 288668
Conc.: 0,073ppm
Event:1
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MS Quantitation

(Normalized)

25,0

515,00(-)@1
ID#: 17 m/z: 515,00
Type: Target
Name: 3,4-di-O-caffeoyquinic acid

Ret.Time: 25,051
Area: 3766652
Conc.: 3,680ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

25,0 27,5

447,00(-)@1
ID#: 18 m/z: 447,00
Type: Target
Name: Quercetrin (quercetin-3-o-rhamonoside)

Ret.Time: 26,404
Area: 275068
Conc.: 0,054ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

25,0 27,5

579,00(-)@1
ID#: 20 m/z: 579,00
Type: Target
Name: Naringin

Ret.Time: 25,503
Area: 309708
Conc.: 0,052ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

27,5

431,00(-)@1
ID#: 21 m/z: 431,00
Type: Target
Name: Apegenin-7-o-glucoside

Ret.Time: 26,233
Area: 289676
Conc.: 0,018ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

32,5

301,00(-)@1
ID#: 25 m/z: 301,00
Type: Target
Name: quercetin

Ret.Time: 31,785
Area: 86752
Conc.: 0,004ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

32,5

285,00(-)@1
ID#: 26 m/z: 285,00
Type: Target
Name: kampherol

Ret.Time: 31,774
Area: 6491876
Conc.: 0,195ppm
Event:1
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MS Quantitation

(Normalized)

32,5 35,0

271,00(-)@1
ID#: 27 m/z: 271,00
Type: Target
Name: Naringenin

Ret.Time: 33,750
Area: 21994
Conc.: 0,001ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

35,0

269,00(-)@1
ID#: 29 m/z: 269,00
Type: Target
Name: Apegenin

Ret.Time: 34,385
Area: 529856
Conc.: 0,018ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

35,0

285,00(-)@1
ID#: 30 m/z: 285,00
Type: Target
Name: Luteolin

Ret.Time: 34,767
Area: 66248
Conc.: 0,005ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

35,0

329,00(-)@1
ID#: 31 m/z: 329,00
Type: Target
Name: Cirsiliol

Ret.Time: 35,515
Area: 2900266
Conc.: 0,267ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

37,5 40,0

343,00(-)@1
ID#: 32 m/z: 343,00
Type: Target
Name: Cirsilineol

Ret.Time: 38,467
Area: 129171
Conc.: 0,005ppm
Event:1

MS Quantitation

(Normalized)

40,0

283,00(-)@1
ID#: 33 m/z: 283,00
Type: Target
Name: Acacetin

Ret.Time: 40,055
Area: 198365
Conc.: 0,003ppm
Event:1
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Method
<<Pump>>
  Mode : Binary gradient
  Pump A : LC-20ADXR
  Pump B : LC-20ADXR
  Total Flow : 0,4000 mL/min
  B Conc. : 10,0 %
  B Curve : 0
  PressMax : 350 bar
  PressMin : 0 bar

<<Autosampler>>
  Autosampler Model : SIL-20AXR

<<Oven>>
  Oven Model : CTO-20AC
  Oven Temperature : 40 C

<<LC Time Program>>
  Time Module Command Value Comment
0,01 Pumps Pump B Conc. 10
14,00 Pumps Pump B Conc. 20
27,00 Pumps Pump B Conc. 55
37,00 Pumps Pump B Conc. 100
45,00 Pumps Pump B Conc. 100
45,01 Pumps Pump B Conc. 10
50,00 Pumps Pump B Conc. 10
50,00 Controller Stop

<<Column Infomation>>
  Column Name : DiscoVery BIO Wide Pore C18-5
  Column ID : 131928-04
  Column Length : 250 mm
  Inner Diameter : 4,0 mm
  Max Number of Injections : 100000
  Expiration Date : 22/02/2020
  Max Usable Temp. : 75,0 C
  Activation Date : 20/12/2016

<<MS Program>>

<<Interface>>
  Interface :ESI
  DL Temperature :280 C
  Nebulizing Gas Flow :1,50 L/min
  Heat Block :450 C
  Drying Gas :On

15,00 L/min



Master Académique

Option : biochimie appliquée

Présenté par :

M
lle
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CHERMIME Samya

Thème :
Étude phytochimique des margines issus de l’extraction à froid de

l’huile d’olive
Les industries oléicoles, en plus de leur production principale qui est l’huile d’olive, génèrent des

quantités énormes d’effluents nommés Margines dont le déversement dans la nature entraîne une pollution
accrue de l’environnement et un gaspillage d'une source potentielle de produits à divers usages.

L’objectif de cette étude est de faire une étude phytochimique des margines issues de l’extraction
d’huile d’olives (de la variété Chemlal) dans la région de Baghai Wilaya de Khenchela.

La caractérisation physico-chimique des échantillons a montré des rejets liquides avec un taux
d’humidité élevés [95%], acides [pH = 4,46] et un teneur en solide total en suspension beaucoup plus
important (0,90%), très riches en matières organique [MO = 98 %] et en sucres totaux [0,36 mg/ml] et
pauvres en élément minéraux [CE = 4,76 mS/cm], et en azote total 0,30 g/l. Une extraction liquide-liquide a
été effectuée, en utilisant l’acétate d’éthyle. Les dosages des polyphénols totaux ont été déterminés par la
méthode de Folin-Ciocalteu [0,05mg EAG /ml E] et les flavonoïdes totaux sont déterminés par le trichlorure
d’aluminium [8,24µg EQ /ml E].

Le screening phytochimique réalisé nous a permis de mettre en évidence la présence des flavonoïdes,
les coumarines, composés réducteurs avec des quantités importante et en quantités faibles des alcaloïdes et
des terpénoïdes. De même nous avons noté l’absence totale des saponines.

L’analyse qualitative des extraits par CPG-MS et HPLC-MS a révélé la richesse des margines par de
nombreux acides gras et des composés phénoliques.

Mots clés : margine, extraction, screening phytochimique, polyphénols,   acide gras, chromatographie
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