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Introduction 

 

Depuis l'antiquité, les plantes aromatiques et médicinales (PAM) suscitent beaucoup 

d'intérêt en tant que source de produits naturels ayant plusieurs applications dans la vie de 

l’homme pour se nourrir, se soigner, …etc. Ces plantes ont joué un rôle particulier dans les 

anciennes civilisations par leur vertu thérapeutique d’une part, et d’autre part, par leur 

utilisation en agriculture, cosmétique, …etc. Durant l’évolution de l’espèce humaine, un 

savoir faire a été acquis et soigneusement revalorisé à l’importance de ces plantes dans la vie 

quotidienne de l’homme dans plusieurs régions du monde. En effet, les plantes médicinales 

ont été examinées pour leurs utilisations potentielles comme remèdes pour le traitement de 

diverses maladies causées par le stress oxydatif, l’infection bactérienne et / ou virale ; et pour 

la conservation des aliments contre l'oxydation lipidique et la contamination microbienne. En 

outre, ces plantes sont de riches sources d'une variété de composés biologiquement actifs, 

principalement phénoliques, et ces composés sont connus pour présenter des propriétés 

biologiques prometteuses [1].  

La région méditerranéenne possède une grande diversité floristique et une richesse en 

taxons endémiques et sub-endémiques, cette richesse est estimée à environ 25000 espèces de 

plantes vasculaires, ce qui correspond vraisemblablement à 9,2 % de la flore mondiale, sur un 

territoire représentant seulement 1,5% de la surface terrestre [2]. Parmi les pays de cette 

région, on y trouve l'Algérie qui se caractérise par une diversité climatique et floristique. En 

effet, la flore algérienne constitue un véritable réservoir phylogénétique, avec environ 4000 

espèces et sous-espèces de plantes vasculaires [3]. Cependant, la flore médicinale algérienne 

reste relativement méconnue, car seules 146 espèces végétales sur les quelques milliers, sont 

inventoriées comme médicinales [4]. Par ailleurs, la recherche scientifique menée sur les 

plantes utilisées en médecine traditionnelle reçoit un intérêt particulier au niveau de plusieurs 

franges de la société et un engouement croissant pour identifier de nouveaux agents 

antioxydants, antimicrobiens, antiviraux, anti-inflammatoires, …etc [5,6].  

Dans le cadre des études ethnobotaniques et ethnopharmacologiques effectuées sur les 

plantes médicinales dans notre laboratoire et destinées principalement à la valorisation de la 

flore locale par la découverte de nouvelles biomolécules, nous avons sélectionné deux espèces 

nommées Thymus algeriensis et Diplotaxis erucoides poussant dans la région des Aurès, en 

fixant comme principal objectif l'extraction, la séparation et l'identification des métabolites 
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secondaires de ces deux plantes ainsi que leurs activités biologiques antioxydantes, anti-

inflammatoires, antibactériennes ;….etc . 

La première plante Thymus algeriensis Boiss. et Reut. appartient au genre Thymus 

(Thym) de la famille Lamiaceae, une grande partie de ces plantes sont utilisées et connues 

depuis longtemps en tant que herbes aromatiques et médicinales. Cette famille est considérée 

comme l’une des principales familles productrices d’huiles essentielles et aussi une source 

riche en flavonoïdes et polyphénols. L'Algérie est l'un des pays les plus riches en variétés 

d'espèces de Thym. En effet, Thymus algeriensis est utilisé en médecine traditionnelle comme 

expectorant, antispasmodique, antitussif, …etc. Les huiles essentielles trouvées dans les 

plantes du genre Thymus notamment l’espèce T. algeriensis ont montré les activités 

biologiques anti microbiennes et anti inflammatoires [7].  

La deuxième plante étudiée est Diplotaxis erucoides (L.) DC., une herbe annuelle 

hivernale méditerranéenne, appartenant à une large famille de plantes d'une importance 

scientifique et économique majeure, qui est la famille Brassicaceae [8,9]. Deux classes 

chimiques de métabolites secondaires actifs caractérisent la majorité des taxons constituant 

cette famille à savoir les polyphénols et les glucosinolates. Ces composés chimiques ont en 

effet diverses applications pharmaceutiques et cosmétiques en raison particulièrement de leurs 

propriétés anticancéreuses, antimicrobiennes et antioxydantes. 

Outre l'introduction et la conclusion générale, cette thèse comportera trois parties qui 

décrivent l’essentiel des travaux théoriques et expérimentales effectués dans le cadre de cette 

recherche : 

 La première partie est consacrée à une synthèse bibliographique faisant ressortir en 

premier lieu la description botanique et la caractérisation morphologique de deux espèces 

étudiées Thymus algeriensis et Diplotaxis erucoides et leurs familles respectives 

Lamiaceae et Brassicaceae. Cette partie est suivie par la présentation des principales 

études phytochimiques antérieures et les activités biologiques réalisées sur plusieurs 

taxons de ces deux familles. Ces rappels théoriques sont parachevés par une étude 

exhaustive portant sur les principaux métabolites secondaires présents dans ces familles 

incluant particulièrement les composés phénoliques, les flavonoïdes, les terpénoides et les 

monoglycérides tout en présentant leur définition, classification, biosynthèse et propriétés 

biologiques. 
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 Dans la deuxième partie, le premier volet est réservé à l’étude expérimentale qui a été 

menée sur les deux plantes objet de cette investigation chimique et biologique, à savoir T. 

algeriensis et D. erucoides, en utilisant des techniques d’extraction permettant de préparer 

à partir des matériels végétaux les différents extraits organiques (éther de pétrole, 

chloroforme, acétate d’éthyle et n-butanol) et les diverses méthodes chromatographiques 

(VLC, CC et CCE) et spectroscopiques (UV-Vis, RMN 1D et 2D, ESI-MS), de 

séparation, de  purification et d’élucidation structurale des métabolites secondaires 

contenus dans les fractions issues de ces deux plantes. Enfin, le dernier volet englobe la 

présentation du matériel et de la méthodologie permettant d’effectuer le dosage des 

flavonoïdes et des polyphénols totaux par les méthodes colorimétriques usuelles, suivi par 

la réalisation des tests biologiques in vitro (activités antioxydantes, antibactériennes, anti-

inflammatoires et anti-hémolytiques) sur les extraits organiques de ces deux plantes. 

 La troisième partie comporte les résultats obtenus dans le cadre de cette thèse et leur 

discussion. Le premier volet de cette partie est consacré à l’identification structurale, par 

analyse conjointe des données spectrales obtenues grace aux différentes techniques 

spectroscopiques particulièrement la RMN monodimensionnelle (1H et 13C) et 

bidimensionnelle ou de corrélation (COSY, HSQC et HMBC), des biomolécules isolées 

qui sont au nombre de 18, réparties en flavonoïdes, polyphénols, triterpénoïdes et 

glycérides. Dans le deuxième volet, il est inclu la discussion des résultats des tests 

biologiques englobant les activités antioxydantes, antibactériennes, anti-inflammatoires et 

antihémolytiques des extraits organiques issus des deux espèces T. algeriensis et D. 

erucoides. 
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I.1 Famille Lamiaceae 

La famille Lamiaceae ou (lamiacées) est une des plus importantes familles de plantes à 

fleurs. Les espèces de cette famille sont des angiospermes dicotylédones appartenant à l’ordre 

des Lamiales. Cette famille est également connue sous le nom Labiateae (labiacées) ou 

encore Labiatae (labiées), du latin labium signifiant lèvre, en référence à la forme 

caractéristique de ses fleurs. La famille Lamiaceae comprend environ 263 genres et entre 

6900 à 7200 espèces [10]. Les plus grands genres sont Salvia (900), Scutellaria (360), Stachys 

(300), Plectranthus (300), Hyptis (280), Teucrium (250), Vitex (250), Thymus (220) et Nepeta 

(200). En Algérie, elle est représentée par 28 genres et 146 espèces [11]. Ces plantes sont 

distribuées dans les régions tempérées avec une prépondérance dans la région 

méditerranéenne. Elles sont rares dans la région présaharienne et dans l'étage supérieur du 

Hoggar, sauf les trois espèces Marrubium deserti, Salvia aegyptiaca et Teucrium polium qui 

sont plus largement répandues (Figure I.1) [12]. 

 

 

Figure I.1: Carte de répartition géographique de la famille des lamiacées 

 

Depuis l’antiquité, nombreuses plantes de la famille Lamiaceae sont cultivées dans les 

jardins afin de les utiliser dans l’art culinaire, en parfumerie, et en thérapie. Il est bien connu 

que chaque espèce possède un mélange complexe et spécial de composés possédant des 

activités biologiques différentes selon leur composition chimique. Ce qui leur confère de 

nombreuses propriétés pharmacologiques : antibactériennes, antioxydantes, anti-

inflammatoires, antimicrobiennes, antivirales et anticancéreuses [13]. 
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I.1.1 Caractère morphologique 

 

Les Lamiaceae sont des plantes herbacées vivaces ou annuelles, souvent densément 

glandulaires et aromatiques. Leurs tiges sont généralement à quatre angles. Les feuilles sont 

généralement simples et toujours opposées. Les fleurs sont hermaphrodites ou males-stériles 

(fonctionnellement femelles) et forment des verticillés qui sont souvent disposés en épis, en 

têtes, en racèmes ou en cymes. Les calices sont habituellement à cinq lobes et à deux lèvres ; 

le calice est rarement à une lèvre ou actinomorphe. Les corolles sont symphoniques et à deux 

lèvres ; rarement, elles sont à une ou plus ou moins actinomorphes. Ils ont généralement 

quatre étamines, rarement réduite à deux ; la paire supérieure (postérieure) est généralement 

plus courte que l’inférieure (antérieure). L’ovaire est supérieur, double carpelle, mais 

apparaissant également à quatre lobes à maturité. Le style est unique, généralement 

gynobasique, brièvement vif ci-dessus. Le fruit se compose de quatre noisettes sèches (très 

rarement charnues) à une graine [14]. 

I.1.2 Pharmacopée traditionnelle 

 

Les plantes de la famille Lamiaceae sont utilisées en médecine traditionnelle comme 

diurétique, antisyphilitique, anti-diarrhéique, cicatrisante, antiseptique et dans le traitement de 

nombreuses affections telles que les problèmes intestinaux ou encore le météorisme 

(ballonnement du ventre, dû à des gaz) [15]. 

I.2 Genre Thymus 

Le genre Thymus appartenant à la famille des Lamiaceae, comprend environ 400 

espèces. Les plantes de ce genre sont principalement herbacées, vivaces ou petits arbustes 

présents dans la région méditerranéenne, qui est le centre du genre entier, et sont également 

caractéristiques en Asie, en Europe du Sud et en Afrique du Nord [16,18]. 

Historiquement, les parties aériennes des espèces de Thymus, riches en constituants 

volatils, ont été couramment utilisées comme tisanes, condiments et épices. En outre, elles ont 

montré de nombreuses propriétés telles que tonique, carminative, digestive, antispasmodique, 

antimicrobienne, antioxydante, antivirale, et des activités anti-inflammatoires [17,18].  

I.2.1 Propriétés biologiques et utilisation en médecine traditionnelle 

Le thym est une plante importante. Outre son utilisation aromatique dans la cuisine 

provençale, il est utilisé pour ses vertus thérapeutiques diverses telles que : antifongique, anti 
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inflammatoire, et antibactérienne. Les études ont montré que les extraits méthanolique et 

hexanique des parties aériennes de Thymus vulgaris inhibent la croissance de Mycobacterium 

tuberculosis (bactérie qui cause la tuberculose) et exhibent aussi des propriétés 

anthelminthiques [19,20].  

Le thym "Zaatar" est très utilisé en médecine traditionnelle sous plusieurs formes : les 

feuilles sont utilisées en infusion contre la toux, en décoction pour guérir les maux de tête, 

l’hypertension et les gastrites et en usage externe comme cicatrisantes et antiseptiques. Ses 

feuilles sont riches en huiles essentielles dont les propriétés ont été mises à profit en 

phytothérapie. Cette huile est très antiseptique et utilisée à ce titre pour soigner les infections 

pulmonaires. Son action antiseptique s’exerce également sur le système digestif et notamment 

en cas de diarrhée et elle est aussi vermifuge [19]. Il est considéré aussi comme l'un des 

remèdes populaires les plus utiles et efficaces, dans le traitement des affections respiratoires ; 

le rhume, la grippe, et l’angine. Il contribue également dans le nettoyage et la cicatrisation des 

plaies, et aussi l'expulsion des gaz intestinaux [21].  

I.2.2 Etudes chimiques antérieures sur le genre Thymus 

 

De nombreuse espèces de Thymus ont fait, à ce jour, l'objet d'études phytochimiques et 

biologiques révélant l’existence de plusieurs composés bioactifs tels que les acides 

phénoliques, les flavonoïdes, les terpènoides et les huiles essentielles.  

 

 Acides phénoliques 

L’acide rosmarinique est l’un des plus importants polyphénols antioxydants dans le 

thym et il est aussi largement trouvé dans les plantes de la famille Lamiaceae [22]. Les acides 

phénoliques trouvés dans le genre Thymus sont présentés dans le Tableau I.1 et Figure I.2. 

Tableau I.1 : Acides phénoliques du genre Thymus 

Composé Source biologique Réf 

Dérivés de l’acide caféique 

 

 

Acide caféique 1 

T. vulgaris  

T. serpyllum 

T. quinquiecostatus 

T. capitatus 

T. glabrescens 

 

 

 

[23-29] 
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T. pulegioides 

T. comosus 

 

Acide chlorogénique 2 

 

T. vulgaris  

T. serpyllum 

T. webbianus 

T. capitatus 

T. glabrescens 

T. pulegioides 

T. comosus 

 

 

[23-28] 

 

 

[25,26] 

 

Cafféate d’éthyle 3 T. serpyllum [23] 

Acide caféique glucoside 4 T. vulgaris  [23] 

3,5-dicafféoyl acide quinique 5 T. vulgaris 

T. webbianus 

[23] 

 

Acide rosmarinique 6 

 

 

T. vulgaris  

T. serpyllum 

T. sipyleus 

T. quinquiecostatus 

T. glabrescens 

T. pulegioides 

T. comosus 

T. capitatus 

 

 

 

 

[23-29] 

 

Acide lithospermique 7 T. serpyllum  [23] 

Acide rosmarinique  glucosylé 8 T. vulgaris  [23] 

Acide isomelitrique A 9 T. vulgaris [23] 

Rosmarinate de méthyle 10 T. vulgaris  

T. serpyllum 

[23, 28, 29] 

 

Acide salvianolique I 11 T. vulgaris [23] 

Acide salvianolique K 12 T. vulgaris [23] 

Acide caftarique 13 T. vulgaris 

T. comosus 

T. pulegioides 

 

[25,27] 

Autres acides phénoliques 

Acide gentisique 14 T. vulgaris 

T. comosus 

[23, 25] 
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Acide protocatéchique 15 T. vulgaris  [23] 

Acide hydroxybenzoique 16 

 

T. vulgaris  

T. serpyllum 

[23] 

[23] 

Acide férulique 17 

 

T. vulgaris  

T. capitatus 

T. glabrescens 

T. pulegioides 

T. serpyllum 

T. comosus 

 

 

[23-28] 

 

Acide p-coumarique 18 

 

T. vulgaris   

T. serpyllum 

T. webbianus 

T. capitatus 

T. glabrescens 

T. pulegioides 

T. comosus 

 

 

 

[23- 27] 

 

Acide gallique 19 

 

T. vulgaris   

T. webbianus 

T. capitatus 

 

[23, 24] 

 

Acide syringique 20 

 

T. vulgaris   

T. capitatus 

[23,24] 

 

Acide hydroxybenzoique-O- hexoside 21 T. vulgaris  [23] 

Acide vanillique 22 

 

T. vulgaris   

T. serpyllum 

T. capitatus 

[23] 

 

[24] 

Acide trans-2-hydroxy cinnamique23 T. capitatus [24] 

Acide quinique 24 T. vulgaris  [28] 

Rosmarinate de n-propyle 25 T. serpyllum [29] 
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Figure I.2 : Structures des acides phénoliques 



                                                                                              Partie I : Rappel bibliographique 

 

10 
 

 Flavonoïdes  

Les principaux métabolites secondaires du genre Thymus sont les flavonoïdes [30]. Le 

tableau I.2 rassemble un nombre considérable d’espèces du genre Thymus et leur contenu 

flavonique (Figure I.3) :  

Tableau I.2 : Distribution des flavonoïdes dans les espèces du genre Thymus 

Composé Source biologique Réf 

Flavones 

Lutéoline 26 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. sipyleus 

T. herba-barona 

T. striatus 

T. webbianus 

T. capitatus 

T. hirtus 

T. numidicus 

T. brousoonetti 

[23,24] 

 

 

 

 

 

 

[31-33] 

 

Cynaroside 27 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. sipyleus 

T. willdenowii 

T. brousoonetti 

T. piperella 

[23] 

 

 

[33,34] 

 

[45] 

Lutéoline-7-O-D-rutinoside 28 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. capitatus 

[23] 

 

[35] 

Lutéoline-7-O-D-glucuronide 29 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. sipyleus 

T. brousoonetti 

[23] 

 

 

[33] 

Lutéoline-3ˊ-O-D-glucuronide 30 T. willdenowii [34] 

Lutéoline-3ˊ,7-O-diglucoside 31 T. vulgaris [23] 

Lutéoline-acétyle-O-glycoside 32 T. vulgaris [23] 
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Lutéoline-7-O-(6ˊˊ-feruloyl)-β-glucopyranoside 33 T. sipyleus [23] 

7-Méthoxy lutéoline 34 T. vulgaris 

T. membranaceus 

[36,38] 

 

Apigénine 35 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. herba-barona 

T. striatus 

T. webbianus 

T. glabrescens 

T. praecox 

T. capitatus 

T. hirtus 

T. numidicus 

T. piperella 

 

[23,26] 

 

 

 

 

 

[24] 

[31] 

[32] 

[45] 

7-Méthoxy apigénine 36 T. vulgaris [37] 

7-4ˊ-Diméthoxy apigénine 37 T. vulgaris [37] 

Apigénine-7-O-rutinoside 38 T. vulgaris [23] 

Cosmosiine  39 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. webbianus 

T. piperella 

[23] 

 

 

[45] 

Apigénine-7-O-glucuronide 40 T. vulgaris 

T. serpyllum 

[23] 

Vicénine-2-(Apigénine-6,8-di-C-glucoside) 41 T. vulgaris 

T. webbianus 

T. piperella 

      [23] 

 

      [45] 

Thymusine 42 T. herba-barona 

T. striatus 

[23] 

 

Thymonine 43 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. striatus 

[39,40] 

 

[23] 

Pebrelline 44 T. striatus 

T. piperella 

[23,45] 

 

Gardenine B 45 T. striatus [23] 
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Diosmétine 46 T. hirtus [31] 

5-desméthylnobilétine 47 T. striatus 

T. vulgaris 

[23,40] 

 

Cirsilinéol 48 T. vulgaris 

T. herba-barona 

[23] 

 

Cirsiliol 49 T. herba-barona [41] 

8-Méthoxycirsilinéol 50 T. vulgaris 

T. herba-barona 

[39,41] 

 

Sorbifoline 51 T. herba-barona [41] 

Salvigénine 52 T. striatus [23] 

Ladaneine 53 T. striatus 

T. piperella 

[23,45] 

 

Cirsimaritine 54 T. serpyllum 

T. herba-barona 

T. vulgaris 

 

[23,41] 

 

Xanthomicrol 55 T. striatus 

T. herba-barona 

T. serpyllum 

T. vulgaris 

[23] 

 

[39] 

[42] 

Sideritoflavone 56 T. herba-barona 

T. vulgaris 

[23,42] 

 

Acacétine 57 T. vulgaris 

T. serpyllum 

[39] 

 

Hispiduline 58 T. vulgaris 

T. serpyllum 

[39] 

 

                    Scutellarine 59 T. vulgaris 

T. serpyllum 

[39] 

 

                    Genkwanine 60 T. serpyllum 

T. herba-barona 

[39,41] 

 

                      Chrysoériol 61 T. membranaceus [38] 

Flavanones 

Pebrelline 62 T. piperella [45] 

5,6-Dihydroxy-7,3ˊ,4ˊ-triméthoxyflavone 63 T. piperella [45] 

Eriodictyol 64 T. vulgaris [23] 
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T. serpyllum 

T. herba-barona 

T. webbianus 

T. pulegioides 

T. glabrescens 

T. praecox 

T. piperella 

[23,26] 

[23,41] 

[23] 

[26] 

[26] 

[26] 

[45] 

Eriocitrine 65 T. serpyllum [23] 

Pyracanthoside 66 T. vulgaris [23] 

Eriodictyol-7-O-glucuronide 67 T. vulgaris 

T. serpyllum 

[23] 

 

Naringénine 68 T. vulgaris 

T. herba-barona 

T. webbianus 

T. pulegioides 

T. serpyllum 

T. glabrescens 

T. praecox 

T. piperella 

 

 

 

[23,26,41,45] 

 

Naringénine-7-O-glucoside 69 T. vulgaris [23] 

Naringénine-7-O-rutinoside 70 T. vulgaris [23] 

Prénylnaringénine 71 T. serpyllum [23] 

Hesperidine 72 T. vulgaris [23] 

5-Hydroxy-7,4ˊ-diméthox0yflavone 73 T. piperella [45] 

Flavonole et dihydroflavonole 

Quercétine 74 T. vulgaris 

T. serpyllum 

T. capitatus 

T. pulegioides 

T. glabrescens 

T. praecox 

[23,24,26] 

 

Rutine 75 T. vulgaris 

T. pulegioides 

T. serpyllum 

 

 

[23,26] 
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T. glabrescens 

T. praecox 

 

Isoquercitrine  76 T. vulgaris [23] 

Isorhamnétine 77 T. vulgaris [23] 

Isorhamnétine-3-O-glucoside 78 T. vulgaris [23] 

Taxifoline 79 T. vulgaris 

T. quinquecostatus 

T. pulegioides 

T. serpyllum 

T. glabrescens 

T. praecox 

 

 

[23,26] 

 

Aromadédrine 80 T. quinquecostatus [23] 

 

 

Figure I.3 : Structures des flavonoïdes 
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 Terpènes 

L'étude réalisée sur les parties aériennes de l'espèce Thymus vulgaris L. a permis 

l’isolement de quatre monoterpènes glycosylés (81-84), dont un nouveau le (R)-p-cymen-9-

yl-β-D-glucopyranoside 81 et trois connus. Le tableau I.3 et Figure I.4 contiennent les 

monoterpènes glucosylés isolés. 

Tableau I.3 : Monoterpènes de l’espèce Thymus vulgaris 

Source biologique Composé       Réf 

 

Thymus vulgaris 

(R)-p-cymen-9-yl β-D-glucopyranoside 81 

2-β-D-glucopyranosylthymoquinols 82 

5-β-D-glucopyranosylthymoquinols 83 

(-)-angelicoidenol-β-D-glucopyranoside 84 

 

[46] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I.4 : Structures des monoterpènes  

 

L’investigation phytochimique de l'extrait méthanolique de T. serpyllum a conduit à 

l’isolement et l’identification de trois triterpènes 85-87 [47]. 

 

 

Acide 3-β-hydroxyolean-12-en-28-oique 85          3-0-β-D-Glucopyranosyl-sitostérol 86 
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 Acide dihydro ursolonique 87 

I.3 Espèce Thymus algeriensis Boiss. & Reut. 

T. algeriensis est une espèce très répandue dans le nord-africain. Cette plante est 

endémique à la Libye, Tunisie, Algérie et Maroc [48]. T. algeriensis est largement utilisée, 

fraiche ou sèche, uniquement comme herbe culinaire [48,49]. 

I.3.1 Description morphologique 

Les feuilles florales sont peu différentes des feuilles caulinaires, peu dilatées. Les fleurs 

sont de 5 à 6 mm. La pelouse est dans toutes les régions montagneuses. La longueur peut 

dépasser les 10 cm contrairement au serpolet [11]. 

Thymus algeriensis Boiss. & Reut. est une espèce endémique dotée d’une odeur forte et 

aromatisante très agréable. Les tiges sont ligneuses et ramifiées, les feuilles sessiles ou 

courtement pétiolées sont décussées, lancéolées et enroulées sur les bords, avec calice ayant 

une lèvre supérieure tridentée et une lèvre inférieure à deux divisions étroites et ciliées. La 

corolle est tubuleuse moins de deux fois plus longue que le calice, avec une lèvre supérieure 

dressée et une lèvre inférieure à trois lobes subégaux. Ces fleurs (de 5 à 6 mm) sont groupées 

en épis, de couleur violette, pale (Figure I.5) [50]. 

 

Figure I.5 : Thymus algeriensis Boiss. & Reut. 
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I.3.2 Classification taxonomique [11] 

 

 Règne : Plantae  

 Sous règne : Tracheobionta  

 Division : Magnoliophyta  

 Classe : Magnoliopsida  

 Sous classe : Astéridae  

 Ordre : Lamiales  

 Famille : Lamiaceae  

 Genre : Thymus 

 Espèce : Thymus algeriensis Boiss. & Reut.  

I.3.3 Noms populaires de T. algeriensis 

En Afrique du nord, on trouve des espèces de Thymus au Maroc, en Algérie, à Tunisie 

et en Libye. T. algeriensis est le plus commun dans les quatre pays, et ses noms populaires en 

langues tamazight et arabe dialectal sont : azoukni, djertil, djouchchen, mezouchen, hamriya, 

hamzoucha, mezoukech, rebba, touchna [51]. 

I.3.4 Propriétés biologiques des huiles essentielles de T. algeriensis 

Une étude réalisée sur T. algeriensis de la région d’El-Guettfa (M’sila-Algérie) a 

montré que l’huile essentielle extraite des feuilles de cette plante présente une forte activité 

d’inhibition contre le cancer du côlon et un inhibiteur modéré du cancer hépatocellulaire 

tandis que l’activité antioxydante est faible. En outre l’activité antimicrobienne de cette huile 

est assez importante contre Micrococcus luteus, Staphylococcus aureus, Escherichia coli, 

Saccharomyces cerevisiae, Candida albicans, Candida tropicalis et Candida glabrata [52]. 

De plus, l’huile extraite de la plante T. algeriensis poussant au Maroc présente une activité 

antifongique relativement faible. La même constatation a été rapportée par Giordani et al. 

(2008) qui ont montré que, parmi les huiles de sept plantes aromatiques et médicinales 

poussant en Algérie, l’huile essentielle de T. algeriensis a présenté la plus faible activité 

antifongique contre Candida albicans. Ceci peut être dû à la présence dans cette l’huile des 

composants comme l’α-pinène (20,5%), le β-pinène (8,02%) et le limonène (4,85%) reconnus 

par leurs faibles pouvoirs antimicrobiens [53]. 
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I.3.5 Travaux antérieurs sur l’espèce T. algeriensis 

Les études phytochimiques réalisées sur la plante T. algeriensis ont conduit à l’isolation 

de plusieurs flavonoïdes (Figure I.6). 

Tableau I.4 : Flavonoïdes de l’espèce Thymus algeriensis 

L’espèce Composé Réf 

 

T. algeriensis 

Quercétine 74 

Rutine 75 

Isorhamnétine 77 

Chrysine 88 

Kaempférol 89 

5-3ˊ-dihydroxy-3,7,4ˊ,5ˊ-tetraméthoxyflavone 90 

Galangine 91 

5-desméthyl sinensétine 92 

Lutéoline-7-O-rhamnoside 93 

Naringine 94 

-(-)épicatéchine 95 

 

[54] 

 

 Figure I.6 : Flavonoïdes de l’espèce Thymus algeriensis 

I.3.6 Huiles essentielles 
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Les huiles essentielles sont des mélanges liquides de composés volatils qui sont 

généralement collectés par une distillation à la vapeur d’eau des plantes aromatiques. Les 

huiles essentielles sont reconnues pour leurs bienfaits thérapeutiques, y compris les effets 

antiviraux, antimicrobiens, anti-inflammatoires et antioxydants [55]. Il est à noter que les 

huiles essentielles extraites de thym sont utilisées comme agents antiseptiques dans plusieurs 

domaines pharmaceutiques et comme aromatisants et agents désinfectants pour de nombreux 

types de produits alimentaires [56].  

I.3.6.1 Composition chimique des huiles essentielles de Thymus algeriensis 

 

La composition chimique de nombreuses huiles essentielles varie en fonction de 

différents facteurs, incluant le stade de développement des plantes, les organes prélevés, la 

période et la zone géographique de récolte [57]. En effet, les études réalisées sur T. 

algeriensis poussant dans différentes régions, ont montré une variabilité des profils 

chimiques. Les principaux composés des huiles essentielles de T. algeriensis de la région des 

Aures sont le germacrène D (29,6%) et le β-caryophyllène (11 %). D’autres composés sont 

également présents mais à des teneurs moins importantes : E-β-farnésène (7,8 %), 

bicyclogermacrène (4,4%), et δ-cadinène (4%) [58], tandis que les essences de T. algeriensis 

originaire de Khedara et Fatoum Souda (Souk ahras-Algérie) contiennent l’α-pinène (27,14-

25,52%), camphre (8,77-8,45%) en plus du 1,8-cinéole (7,69-7,68%), du sabinène (5,25-

5,61%) et du β-pinène (2,66-3,12%) [59]. D’autres études ont montré que le linalol 

(78.8%) et le thymol (62,7%) représentent les principaux constituants des échantillons 

d'huiles essentielles de T. algeriensis achetés auprès de différents herboristes de Blida 

[58]. 85 composés sont identifiés dans les huiles essentielles extraites de T. algeriensis 

collectées à différentes périodes (avant, pendant et après la floraison) de la région d’El-

Guettfa (M’sila-Algérie), dans lesquels la famille des monoterpènes oxygénés forme la partie 

principale, de 40,56 à 70,66%. Cette huile est dominée par cinq composants principaux : 

camphre (17,45- 32,56%), bornéol (11,16-22,2%), camphène (7,53-12,86%), 1,8-cinéole 

(5,16-11,21%) et acétate de bornyle (3,86-7,92%) [53]. 

 

 

 

 

Tableau I.5 : Structures des principaux composés des huiles essentielles de T. algeriensis 
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Germacrène D 96 β-Caryophyllène 97 E-β-Farnésène 98 Bicyclogermacrène 99 

   

 

δ-Cadinène 100 α-Pinène 101 Camphre 102 1,8-Cinéole 103 

     

Sabinène 104 β-Pinène 105 Linalol 106 Thymol 107 

 
 

 

Bornéol 108 Camphène 109 Acétate de bornyle 110 
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I.5 Famille Brassicaceae 

La famille Brassicaceae (Crucifère) ou la famille du chou est une famille de floraison 

économiquement importante comprenant environ 372 genres et 4060 espèces distribués dans 

le monde entier [60,61]. 

Les Crucifères constituent une famille importante de plantes (moutarde, chou, radis, 

navet, cresson, roquette, wasabi, colza, etc.) qui sont généralement préconisées en 

alimentation, mais elles sont utilisées en cosmétiques, tinctoriales ainsi qu’en industrie 

pharmaceutique [62].  

Les plantes de cette famille ont été employées comme antidiabétiques, antibactériennes, 

antifongiques, anticancéreux et antirhumatismales. Elles ont montré également une activité 

insecticide puissante [63]. 

I.5.1 Caractères morphologiques  

La majorité des espèces de la famille Brassicaceae sont annuelles, bisannuelles ou 

vivaces, le plus souvent herbacées, mais parfois arbustives. Les inflorescences sont souvent 

dépourvues de bractées et en panicules ou en corymbes. Les fleurs sont plutôt petites, mais 

colorées et groupées afin d’attirer les insectes. En dehors de quelques exceptions, elles sont 

régulières et comportent des cercles à 2 segments : un calice à 4 sépales, une corolle à 4 

pétales disposés en croix, un androcée avec 2 étamines courtes et 4 étamines plus longues soit 

toujours 6 étamines et un pistil supère à 2 carpelles soudés. Le fruit est une silique ou une 

silicule à déhiscence paraplacentaire, rarement indéhiscente [64]. 

I.5.2 Usage traditionnel  

         Les plantes de la famille des brassicacées sont très utilisées en médecine traditionnelle 

marocaine, elle est utilisées soit par voie externe ou par voie interne [65, 66]: 

 Les feuilles de choux (Brassica oleracea) sont utilisées en cataplasme pour soulager 

les douleurs rénales. 

 Les espèces Lepiduim sativum, Brassica nigra et Nasturtium officinale sont utilisées 

pour le traitement des maladies de l’appareil respiratoire. 

 D’autres espèces comme Brassica napus, B. nigra et Erica vesicaria sont employées 

par voie interne comme réchauffants. 

 Les feuilles et les tiges d’Eruca sativa (jarjir) sont utilisées comme fortifiants, 

réchauffants et stimulants. 
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En médecine traditionnelle chinoise, l’espèce Erysimum cheranthoides est utilisée pour 

traiter les maladies cardiaques et aussi pour soulager les fièvres [67]. 

I.6 Genre Diplotaxis 

Le genre Diplotaxis comprend environ 32 à 34 espèces, distribué de l’Europe centrale à 

l’Inde et à l’Afrique de l’Ouest. Il y a un intérêt croissant pour les plantes du genre Diplotaxis, 

puisque certaines de ses espèces (D. tenuifolia et D. muralis) sont cueillies ou cultivées pour 

la consommation  humaine comme salade de roquette, tandis que d’autres sont des mauvaises 

herbes arables fréquentes (D. erucoides) [68]. 

I.7 Espèce Diplotaxis erucoides 

Diplotaxis erucoides (L.) DC. (roquette à paroi blanche) est une plante vivace de 5–50 

cm de hauteur appartenant à la famille Brassicaceae. Elle est répandue dans de nombreuses 

zones sablonneuses et calcareuses du bassin méditerranéen [69,70].  

 

I.7.1 Description morphologique 

C’est une espèce annuelle à fleurs blanches veinées de violet sur les nervures basales. 

Sa tige de 30 à 50 cm est rameuse dès la base et feuillée. Les pédicelles sont 2-3 fois plus 

courts que les siliques et les sépales plus courts que le pédicelle. Les graines ovales se 

rencontrent distinctement sur 2 rangs (Figure I.7) [11].  

 
Figure I.7 : Diplotaxis erucoides 
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I.7.2 Classification taxonomique [11] 

 Règne : Plantae  

 Division : Magnoliophyta  

 Classe : Magnoliopsida  

 Ordre : Brassicales 

 Famille : Brassicaceae  

 Genre : Diplotaxis 

 Espèce : Diplotaxis erucoides (L.) DC. 

I.7.3 Utilisation de Diplotaxis erucoides 

Les feuilles sont utilisées en salade, elles ont un gout de moutarde. Les romains lui 

trouvaient des vertus aphrodisiaques. 

I.8 Etudes chimiques antérieures sur le genre Diplotaxis 

Quelques travaux phytochimiques effectués sur le genre Diplotaxis comportant 

plusieurs espèces comestibles, ont montré particulièrement la richesse de ce genre 

en flavonoïdes et glucosinolates. 

 D. erucoides et D. virgata 

L’étude de l’extrait n-butanolique de deux espèces D. erucoides et D. virgata a abouti à 

l’identification de deux flavonoïdes : l’isorhamnétine-3-O-α-L-glucopyranoside 111 et le 

rhamnetine-3,3ˊ-di-O-β-D-glucopyranoside 112 et plusieurs composés de type glucosinolate. 

Ces deux composés présentent une activité anti-radicalaire (Test au DPPH) et une activité 

antibactérienne [69, 70].  
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 D. harra 

Une étude faite en 1999 sur l’extrait méthanolique de cette plante a conduit à 

l'identification des glucosinolates suivants : goitrine 113 et le 4-méthylisothiocyanatobutyrate 

114 [71]. 

 

Dans la même étude, l'analyse des huiles essentielles effectuée sur cette espèce a permis 

de caractériser d’autres glucosinolates : l'isopropylisothiocyanate 115, le 3-butényl 

isothiocyanate 116 et un composé phénolique l'anéthol 117. 

 

 
 

Dans les parties saponifiables et insaponifiables de l’extrait étheropétrolique issue de la 

même espèce, les composés suivants ont été trouvés : acide arachidonique 118, acide 

palmitique 119, nonacosane 120, cholestérol 121, stigmastérol 122 et β-sitostérol 123 [71]. 
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Une activité antibactérienne plus élevée des acides gras libres de la plante D. harra 

contre les bactéries Gram positif et Gram négatif a été observé, tandis que les constituants 

volatils de cette espèce sont plus actifs contre les levures (activité antifongique). 

En 2011, deux études chimiques et biologiques effectuées sur l’extrait éthanolique de 

l’espèce D. harra ont mené à l’identification de neuf flavonoïdes nommés quercétine74, 

quercétine-3-O-β-glucoside124, apigénine-3-O-β-rhamnoside125, kaempférol-3-O-β-

glucoside126, isorhamnétine-7-O-β-glucoside127, isorhamnétine-3-rhamnoside128, 

isorhamnétine-3-O-rutinoside129, isorhamnétine-3-glucosyl-4ˊ-rhamnoside130, 

isorhamnétine-3-O-β-glucoside78 [72,73].  

 

 
 

Une autre étude a été faite en 2013 sur l’extrait méthanolique des feuilles et des fleurs 

de la plante D. harra, a montré la présence de polyphénols. En effet, l’analyse HPLC a permis 

d’identifier deux composés phénoliques : l’acide caféique 1 et l’acide chlorogénique 2 et un 

flavonoïde : l’épicatéchine 131. Cet extrait est doté d’une activité antioxydante importante et 

une activité antimicrobienne moyenne grâce à la présence de ces polyphénols [74]. 
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Dans la même année, Kassem et ses collaborateurs [75] ont réalisé une étude 

phytochimique sur l’extrait méthanolique de la plante entière D. harra. Cette étude a conduit 

à la mise en évidence  de deux nouveaux flavonoïdes : l’isorhamnétine-3-O-β-

glucopyranoside-4ˊ- O-β-xylopiranoside 132 et le kaempférol-3-O-β-glucopyranoside-4ˊ- O-

β-xylopiranoside 133 et douze autres connus: l’isorhamnétine 77, l’isorhamnétine-3-O-α-

rhamnoside 134, l’isorhamnétine-3-O-[2'''-O-acétyl-β-glucopyranosyl(1-6)-β-glucopyranoside 

135, l’isorhamnétine-3,4ˊ-di-O-β-glucoside 136, l’isorhamnétine-3,7-di-O-β-glucoside 137, la 

quercétine-7-O-β-glucoside 138, la quercétine-3-O-α-rhamnoside 139,l’isorhamnétine-3-O-β-

glucoside 78, la quercétine 74,  la quercétine-3-O-β-glucoside 124, le kaempférol-3-O-β-

glucoside 126, l’isorhamnétine-7-O-β-glucoside 127. Ces quatorze flavonoïdes possèdent une 

activité antivirale [75]. 

 

En 2017, une autre étude sur l’extrait méthanolique de la plante D. harra a montré la 

présence du flavonoïde : l’isorhamnétine-3,7-di-O-β-glucoside 137. Ce dernier présente une 

activité cytotoxique contre les cellules inflammatoires et cancéreuses de l’intestin [76].   

 

 D. acris 

L’investigation phytochimique menée sur les parties aériennes de l’espèce D. acris  a 

permis d'identifier 11 flavonoïdes : lutéoline 26, lutéoline 7-O-α-rhamnopyranoside 140, 

kaempférol 141, kaempférol 3-O-β-glucopyranoside 126, kaempférol 3-O-β-glucopyranoside-

7-O-α-rhamnopyranoside142, quercétine 74, quercétine 3-O-β-glucopyranoside 124, 

quercétine 7-O-β-glucopyranoside 138, isorhamnétine 77, isorhamnétine 3-O-β-

glucopyranoside 78 et isorhamnétine 3-O-β-glucopyranoside-7-O-α-rhamnopyranoside 143 

[77]. 
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I.9 Polyphénols 

I.9.1 Généralité 

Les polyphénols ou « Les composés phénoliques » sont des composés aromatiques 

portant plus qu'une fonction hydroxyle sur un noyau benzénique. Ils sont largement répandus 

dans tous les végétaux. Les chercheurs ont pu identifier plus de 8000 polyphénols [78], 

divisés en diverses classes chimiques, allant de simples molécules par exemple les acides 

phénoliques à des composés complexes comme les tanins [79].  

I.9.2 Classification des polyphénols 

Les composés phénoliques sont regroupés en deux grandes classes selon leur squelette 

carboné de base : les non flavonoïdes et les flavonoïdes. 

I.9.2.1 Non flavonoïdes 

Ce groupe contient de nombreux composés parmi lesquels on décèle les acides 

phénoliques, les lignanes, les stilbènes, les coumarines et les xanthones. 

I.9.2.1.1 Acides phénoliques simples 

Les acides phénoliques font partie des métabolites secondaires les plus simples, dont le 

squelette est basé sur le C6-C1 et au maximum C6-C3. Deux importantes classes ont été 

distinguées : les acides hydroxybenzoïques et les acides hydroxycinnamiques [79].  

 Acides hydroxybenzoïques 

Ce sont des dérivés de l'acide benzoïque avec un squelette carboné C6-C1 portant au 

moins une fonction acide et un hydroxyle. Le tableau I.6 mentionne les principaux 

représentants de ce groupe [80]. 

Tableau I.6 : Structure chimique des principaux acides hydroxybenzoïques 

R1 R2 R3 R4 Acides phénoliques   

 

H H H H Acide benzoïque 

H H OH H Acide hydroxy benzoïque 

H OH OH H Acide protocatéchique 

H OCH3 OH H Acide vanillique 

H OH OH OH Acide gallique 

H OCH3 OH OCH3 Acide syringique 

OH H H H Acide salicylique 

OH H H OH Acide gentisique 
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 Acides hydroxycinnamiques 

Ce sont des dérivés de l'acide cinnamique, leur structure de base est de type (C6-C3), 

constituée d’un noyau benzénique porteur d’un ou plusieurs hydroxyles et d’une chaine 

aliphatique à 3 carbones. 

On les trouve à l’état libre ou combiné (esters, amide, glucosides), ils acylent 

fréquemment les métabolites les plus divers [81]. Les acides les plus fréquents dans 

l’alimentation sont l’acide férulique, l’acide caféique ensuite l’acide p-coumarique et l’acide 

sinapique (Tableau I.7) [82]. 

Tableau I.7 : Structure chimique des principaux acides hydroxycinnamiques [80] 

R1 R2 R3 Acides phénoliques   

 

H H H Acide cinnamique 

H OH H Acide p-coumarique 

OH OH H Acide caféique 

OCH3 OH H Acide férulique 

OCH3 OH OCH3 Acide sinapique 

I.9.2.1.2 Biosynthèse des phénols simples et des acides phénols 

L’origine biosynthétique des composés phénoliques des végétaux est la voie shikimate, 

elle est la plus importante [83].  

La condensation de l’acide shikimique avec une nouvelle molécule de PEP (acide 

phosphoénolpyruvique) conduit à la formation de l’acide chorismique qui est réarrangé en 

acide préphénique (Figure I.8). 

 

Figure I.8 : Biosynthèse de l’acide préphénique 
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La décarboxylation et la déshydratation de l’acide préphénique est à l’origine de l’acide 

phénylpyruvique. Selon les groupes de végétaux, le mode de formation de la tyrosine et de la 

phénylalanine à partir de cet acide change et fait appel à la transamination (Figure II.9). 

 

Figure II.9 : Bioynthèse de la tyrosine et de la phénylalanine 

La désamination de la phénylalanine donne l’acide cinnamique qui est à l’origine de la 

plupart des composés aromatiques (acide benzoïques, acétophénones, lignanes, lignines et 

coumarines) [83]. 

 

Figure II.10 : Biosynthèse de l’acide cinnamique 

La dégradation de la chaine latérale des acides cinnamiques conduit aux composés de 

type C6-C1 (dérivés de l’acide benzoïque). La décarboxylation de ces acides permet d’obtenir 

les composés phénoliques simples (Figure I.11) [81]. 
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Figure I.11 : Biogénèse des phénols simples et acides phénols 

I.9.2.2 Flavonoïdes 

Les flavonoïdes constituent un groupe amplement répandu dans le règne végétal. On 

dénombre environ 6000 composés naturels qui sont quasiment universels chez les plantes 

vasculaires et leur nombre ne cesse d’accroitre [84]. Ce sont des pigments responsables des 

couleurs jaune, orange, et rouge des fruits et des fleurs [85]. Ils possèdent tous le même 

élément structural de base à 15 atomes de carbones nommé diphénylpropane (C6-C3-C6), 

constitué de 2 unités aromatiques reliés par une chaine en 3 carbones (Figure I.12) [86]. 

 

Figure I.12 : Structure de base des flavonoïdes 

I.9.2.2.1 Classification 

La structure de l’hétérocycle central C permet de distinguer les principales sous-classes 

des flavonoïdes : les flavanones, les flavones, les flavonols, les isoflavones, les flavanols et 

les anthocyanes (Figure I.13) [78]. 
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Figure I.13 : Représentation des principales classes et sous-groupes des flavonoïdes au 

niveau de l’hétérocycle C 

 Flavanones  

Ces molécules sont caractérisées par la présence d’un centre d’asymétrie en position 2 

et par l’absence de la double liaison entre le C2 et le C3 (Figure I.14). Dans les flavanones 

naturelles, le carbone 2 est généralement de configuration S. Elles existent sous forme libre ou 

sous forme glycosylée [78]. 

 

Figure I.14 : Structure chimique des principales flavanones 

Les principales sources des flavanones sont les plantes aromatiques (notamment la 

menthe), la tomate ainsi que les agrumes (oranges amères, pamplemousses, citrons, 

mandarines, clémentines et oranges douces). Parmi les formes libres les plus répandues des 

flavanones, on cite la naringénine, on la trouve dans le pamplemousse et l’orange amère. Le 

plus souvent, les flavanones existent sous forme glycosylée en position 7, tel que 
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l’hespéridine, qui est rencontrée dans le citron, l’orange douce et la mandarine, et les 

néohesperidosides qui sont responsables du goût amer du pamplemousse et de l’orange [87]. 

 Flavan-3-ols ou flavanols 

Les flavan-3-ols sont hydroxylés en C3. Ils se caractérisent par l’absence du groupe 

carboxyle en C4 de l’hétérocycle C et se distinguent suivant les substitutions par des 

hydroxyles sur les cycles A et B (Figure I.15) [88]. 

Les flavan-3-ols sont très présents dans les fruits comme les raisins, les abricots, les 

bananes, les cerises, les pêches … etc [89]. 

 
Figure I.15 : Structures des monomères communs de flavanols 

 Flavones et flavonols  

Les flavonols (Figure I.16) et les flavones (Figure I.17) ont en commun une double 

liaison entre le C2 et le C3 et une fonction carbonyle (C=O) en C4 sur l’hétérocycle central C 

du squelette de base. Les flavonols sont en outre hydroxylés en position C3. 

Les flavonols sont les flavonoïdes les plus répandus dans le règne végétal, leur 

coloration varie du blanc au jaune, ils sont particulièrement représentés par la quercétine, la 

myricétine et le kaempférol. Les flavonols qui s'accumulent dans les tissus des végétaux sont 

pratiquement sous la forme glycosylé [89]. 
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Figure I.16 : Représentation des structures chimiques principales des flavonols 

 

Les flavones (Figure I.17) sont particulièrement représentées dans l'alimentation par 

l'apigénine et la lutéoline. Contrairement aux flavonols, elles sont moins répandues dans les 

fruits et les légumes. Par conséquent, leur apport alimentaire est très faible [89]. 

 
Figure I.17 : Représentation des structures chimiques principales des flavones 

I.9.2.2.2 Biosynthèse des flavonoïdes 

Les composés de départ sont la 3-malonyl-CoA et le p-coumaroyl-CoA. C’est l’acétyl-

CoA carboxylase qui conduit au malonyl-CoA où trois molécules de cette dernière et une 

molécule de p-coumaroyl-CoA produisent à l’aide de la chalcone synthase, la structure de 

base en C-15 sous forme d’une chalcone soit la 4,2’,4’,6’-tetrahydroxychalcone [90-92]. Cette 

chalcone est l’intermédiaire caractéristique de la biosynthèse des divers flavonoïdes. Elle est 

métabolisée sous l’action de la chalcone isomérase en flavanone naringénine. Cette dernière, 

réagit avec la flavone synthase ou la (2S)-flavanone-3-hydroxylase pour donner les flavones, 

apigénine, dihydroflavonol et (2R-3R) dihydrokaempférol, respectivement.  

 Les deux enzymes mentionnées ci-dessus fonctionnent différemment, la première 

introduit la double liaison entre les deux carbones C2 et C3 tandis que la seconde catalyse 

l'hydroxylation du carbone en position C3 ; 
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 Le dihydroflavonol, en présence de la flavonol synthase ou la dihydroflavonol-4-

réductase, se métabolise en flavonol, kaempférol, flavane-3,4-diol et en 

leucoanthocyanidol [93,94]. 

Toutes ces étapes sont reportées dans la figure I.18 

 

 

Figure I.18 : Biosynthèse des flavonoïdes  
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I.9.3 Propriétés biologiques 

 Polyphénols 

Les polyphénols fournissent aux cellules de l’organisme humain une protection contre 

les méfaits causés par le vieillissement ou l’exposition prolongée à des éléments tels que les 

rayons UV du soleil et les infections, ceci est dû à leurs activités antioxydantes remarquables. 

Suite aux résultats de quelques études, les polyphénols seraient impliqués dans la prévention 

des maladies cardiovasculaires et peut-être dans d’autres pathologies telles que les maladies 

neurodégénératives, l’ostéoporose, le diabète, et les cancers. Ces composés sont ainsi devenus 

en quelques années les molécules préférées des nutritionnistes, des épidémiologistes, des 

industriels de l’agroalimentaire et des laboratoires pharmaceutiques et cosmétiques [95]. 

 Flavonoïdes 

Les flavonoïdes montrent plusieurs activités : anti-inflammatoires, antioxydantes, 

inhibitrices d’enzymes, et prévention des maladies cardiovasculaires. Pharmacologiquement, 

les aglycones sont particulièrement plus efficaces par rapport aux hétérosides.  

Certains ont des activités hépatoprotectrices, diurétiques, vasodilatatrices, 

antibactériennes, chimoprotectrices, anti-inflammatoires, antidiabétiques, inhibitrices de 

l’aldolase réductase et antiallergiques [96-98]. 

La majorité des activités biologiques des flavonoïdes est due à leur pouvoir antioxydant 

et chélateur. Plusieurs études ont montré qu’un régime alimentaire riche en flavonoïdes peut 

avoir des effets bénéfiques sur la santé. Grace à leur capacité à inhiber l'oxydation des LDL, 

les flavonoïdes ont révélé des effets cardioprotecteurs importants [99, 100].  

Une autre étude a montré qu’un apport élevé en flavonoïdes peut diminuer la mortalité 

causée par les maladies coronariennes et abaisse les risques de ces maladies de 38% chez les 

femmes ménopausées [101].  

Une étude réalisée sur 806 hommes âgés, a démontré qu’il y a une relation inverse entre 

la consommation de catéchine, un flavonoïde prédominant dans le thé, et la mortalité par les 

maladies cardiaques [102]. 

I.10 Composés terpéniques 

I.10.1 Définition 

Les terpènes forment un groupe de produits naturels très diversifiés largement représenté 

et d’un intérêt chimique considérable. Ils constituent le principe odoriférant des végétaux. 

Cette odeur est due à la libération des molécules très volatiles contenant 10, 15 et 20 atomes 
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de carbone. Extraites, ces molécules sont utilisées comme épice (girofle) ou comme parfum 

(rose, lavande). Ils ont un caractère commun, formés d’unités isopréniques (C5H8). Ils sont 

formés de l'assemblage d'un nombre entier d'unités penta carbonées ramifiées dérivées du 2-

méthyl butadiène, appelées unités isopréniques (C5H8)n. Ces squelettes peuvent être arrangés 

de façon linéaire ou bien former des anneaux. De ce fait, une classification rationnelle basée 

sur ce nombre qu’ils renferment, est possible [103,104]. 

I.10.2 Classification 

Les terpénoïdes sont classés selon le nombre d’unités isoprène dans leur structure de 

base comme illustré par le tableau I.8 [105].   

Tableau I.8 : Classification des terpénes 

Classe Formule 

brute 

N° 

d’isoprène 

Exemples 

 

Hémiterpènes 

 

C5H8 

 

1 

 

 

 

Monoterpènes 

 

 

C10H16 

 

 

2 

 
Linalool           Limonène          α-Pinène 

 

 

Sesquiterpènes 

 

 

C15H24 

 

 

3 

 
5-epi-Aristolochène                  α-Farnesène 

 

 

Diterpènes 

 

 

C20H32 

 

 

4 

 

 

 

 

Triterpènes 

 

 

 

C30H48 

 

 

 

6 

 
α-Amyrine                     Cucurbitacine-E 
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Tétraterpènes 

 

 

 

C40H64 

 

 

 

8 

 
β-Carotène 

 

Polyterpènes 

 

(C5H8)n 

 

45-30000 

 
 

 Monotepènes 

Ils sont constitués par 10 atomes de carbone, et sont issus du couplage de deux unités 

isopréniques « tête à queue ». Ils peuvent être linéaires, monocycliques ou bicycliques (Figure 

I.19). Ils sont volatils, entraînables à la vapeur d'eau, d'odeur souvent agréable et représentent 

la majorité des constituants des huiles essentielles [106]. 

 
Figure I.19 : Exemples de quelques monoterpènes  

 Triterpènes 

 Les triterpènes constituent une partie importante des substances lipidiques de toutes les 

plantes ; plus de 4000 triterpénoïdes ont été isolés [107]. Ce sont des molécules composées de 

30 atomes de carbone construits à partir de plusieurs entités isopréniques, et sont issus de la 

cyclisation de l’epoxysqualène et parfois directement du squalène [108,109]. Les structures 

des triterpènes et des stéroïdes (Figure I.20) peuvent être subdivisées en environ 40 types 

principaux [107].  
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Figure I.20 : Exemples de quelques triterpènes et stéroïdes [107]  

 

 

I.10.3 Biosynthèse des triterpènes 

Les triterpènes sont produits à partir du squalène, qui est formé par la condensation de 

deux unités farnésyl de pyrophosphate (FPP) qui sont produite par la condensation d’unités 

isopréniques par la voie mévalonique (Figure I.21).  
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Figure I.21 : Schéma de la biogenèse du squalène [110] 

Le squalène est ensuite converti en 2,3-squalène époxyde (Figure II.22) par une 

squalène époxydase, puis est cyclisé grâce à une oxydosqualènecyclase pour donner les 

différentes classes de triterpénoides. 



                                                                                              Partie I : Rappel bibliographique 

 

41 
 

 

Figure I.22 : Différents squelettes de triterpénoïdes 
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I.11 Glycérides 

I.11.1 Définition 

Les glycérides sont des esters lipidiques de la molécule de glycérol et des acides gras. 

Leur fonction principale est le stockage de l'énergie. En raison de sa structure et de ses 

propriétés, le glycérol participe à la formulation ou à la synthèse de nombreux composés tels 

que les produits alimentaires, cosmétiques, produits pharmaceutiques et détergents liquides 

[111]. 

I.11.2 Types de glycérides 

Les glycérides peuvent être subdivisés en deux catégories : 

 Glycérides neutres : ils sont non ioniques et non polaires. 

 Phosphoglycérides: ils contiennent une région polaire, le groupe phosphoryle. 

Ces deux types de glycérides peuvent être considérés comme des composés possédant 

une « épine dorsale » à trois carbones de la molécule de glycérol [111]. L’estérification du 

glycérol avec un acide gras produit un glycéride neutre. L’estérification peut se produire à 

une, deux ou aux trois positions (Figure I.23) produisant : 

 Monoglycérides (monoacylglycérols) 

 Diglycérides (diacylglycérols) 

 Triglycérides (triacylglycérols) 

 

Figure I.23 : Synthèse de mono-, di- et tri-glycérides à partir d'acide gras et de glycérol 
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I.11.3 Monoglycérides 

Il s'agit du type de glycéride le plus répandu et le plus important, correctement appelé 

monoacylglycérol [111]. Il consiste en un acide gras lié de manière covalente à la molécule de 

glycérol par liaison ester. Sur la base de la position de la liaison ester sur la partie glycérol, se 

sont en outre classés en: 

• 1-monoacylglycérols  

• 2-monoacylglycérols 

I.11.4 Synthèse des monoglycérides 

Il existe deux principales voies synthétiques pour obtenir des MG :  

 Estérification directe du glycérol par des acides gras (Figure I.22).  

  Trans estérification du glycérol avec des esters méthyliques d'acides gras (EMAG) 

(Figure I.24).  

L’ancienne méthode nécessite un catalyseur acide, par exemple sulfurique, 

phosphorique ou sulfonique [112,113] alors que la nouvelle approche est une réaction qui 

implique un catalyseur basique avec une forte base telles que KOH ou Ca(OH)2 à haute 

température [114]. La glycérolyse de EMAG est une voie intéressante pour la synthèse de 

MG.  

L’utilisation d'esters méthyliques au lieu des acides gras et du glycérol correspondant 

dans la préparation des MG présente plusieurs avantages. Par exemple, les esters méthyliques 

qui sont préparées à partir de graisses par des réactions de méthanolyse des graisses 

facilement purifiés et moins corrosifs. De plus, dans le cas de la glycérolyse des graisses, des 

acides se produisent plus rapidement que l'estérification des acides gras par le glycérol [115]. 

 

Figure I.24 : Synthèse de monoglycéride par trans estérification (glycérolyse) de EMAG avec 

du glycérol 
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I.11.5 Utilisations chimiques 

La majorité des monoglycérides (MG) sont utilisés dans les industries alimentaires, 

pharmaceutiques et autres, et sont bénéfiques pour la santé [116,117]. 
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II.1 Techniques préparatives de séparation 

L’étude chimique d’une plante se repose principalement sur la purification, l’isolement, 

et l’identification structurale des métabolites secondaires. Ceci est généralement réalisé à 

l’aide de différentes méthodes chromatographiques : chromatographie sur colonne, sur couche 

mince et épaisse préparative et chromatographie liquide sous vide (VLC). 

II.1.1 Chromatographie sur couche mince (CCM) 

Cette chromatographie est utilisée pour le suivi et le contrôle des purifications. Les 

chromatogrammes sur couche mince permettent de vérifier la présence et l’état de pureté des 

produits. Les analyses par chromatographie sur couche mince (CCM) ont été effectuées sur 

des plaques d’aluminium recouvertes d’un gel de silice. 

 En phase normale, Kieselgel 60 F254, Merck®250 μm (20 × 20 cm).  

 En phase inverse, RP 18 F254S, Merck®200 μm (20 x 20 cm).  

Le développement des plaques s’effectue dans des cuves en verre saturées avec l’éluant 

approprié. La phase mobile est constituée d’un mélange binaire ou tertiaire de solvants selon 

le type des produits et leurs polarités. Le révélateur utilisé est la vanilline sulfurique ou bien 

un mélange d’acide (acide sulfurique 25 % et acide acétique 25%) et 50 % d’eau. 

II.1.2 Chromatographie sur Couche Epaisse (CCE)  

La purification par CCE préparative a été réalisée sur des plaques en verre recouvertes de 

silice en phase normale Kieselgel60 F254, Merck®250 μm (20 × 20 cm). 

II.1.3 Chromatographie liquide sur colonne ouverte (CC) 

Elle est réalisée sur des colonnes en verre ouvertes, plusieurs types de phases ont été 

mises en œuvre. La taille et le diamètre de la colonne sont déterminés en fonction de la masse 

d’échantillon à purifier. L’extrait à fractionner est adsorbé sur une quantité de silice 

correspondant à environ 1-2 fois sa masse et le dépôt de l’extrait a lieu sous forme solide 

(enrobage).  

Les phases stationnaires utilisées dans cette étude sont : 

 Le gel de silice en phase normale (Kieselgel Merck® 70-230 mesh), en utilisant 40 fois le 

poids de l’échantillon à purifier.  

 Le gel de silice greffée (Lichroprep RP-18 Merck® 40-63 μm), en employant 30 fois le 

poids de l’échantillon à purifier.  

 Polyamide SC6. 

 Sephadex LH-20.  
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II.1.4 Chromatographie liquide sous vide (VLC) 

La chromatographie liquide sous vide (VLC) est une technique rapide et moins 

consommatrice de solvants. Elle permet d’obtenir un fractionnement grossier de l’extrait brut. 

Elle est effectuée dans un entonnoir cylindrique filtrant sur verre fritté n° 4, avec un vide, 

permettant d’accélérer le débit. La phase stationnaire est la silice en phase normale (Kieselgel 

Merck® 70-230 mesh) ou bien la silice greffée (Lichroprep RP-18 Merck® 40-63 μm). Le 

volume de silice utilisé correspond à 10 fois le poids de l’échantillon. 

II.2 Chimie structurale 

II.2.1 Spectrométrie de masse 

Les spectres de masse ESI-MS (Electro-Spray Ionisation) des composés isolés ont été 

enregistrés en mode positif et négatif, respectivement, sur un spectromètre de type 

micromasse ESI-Q-TOF. 

II.2.2 Spectroscopie de résonance magnétique nucléaire RMN 

Les spectres RMN monodimensionnels (1H et 13C) et bidimensionnels (COSY, HMBC, 

HSQC) sont enregistrés sur un appareil de type Brüker à 500 MHz pour 1H et 125 MHz pour 

13C. Les échantillons ont été dissous dans des solvants deutérés CD3OD ou CDCl3 selon la 

solubilité des composés. Les déplacements chimiques (δ) sont exprimés en ppm par rapport au 

tétraméthylsilane (TMS) ; les constantes de couplage sont exprimées en Hz.  

II.2.3 Spectrométrie Ultraviolet-Visible (UV-Vis)  

Les spectres UV-Vis des composés ont été mesurés dans le méthanol à l’aide d’un 

spectrophotomètre de type UV-2300 à double faisceau. Les mesures se font dans des cuves de 

quartz à trajet optique de 1 cm. 

II.2.4 Pouvoir rotatoire 

Le pouvoir rotatoire des composés a été déterminé au moyen d’un polarimètre de type 

Perkin-Elmer 241 à 20 °C. La valeur du pouvoir rotatoire ([α]D) est exprimée en degrés et le 

solvant de solubilisation et la concentration sont indiqués dans chaque cas. 

II.3 Etude phytochimique de l’espèce Thymus algeriensis Boiss. & Reut. 

L’identification botanique de la plante Thymus algeriensis Boiss. & Reut. a été réalisée 

par le Professeur Bachir Oudjehih, enseignant à l’Institut des Sciences Vétérinaires et 

Agronomiques de l’Université de Batna 1, sous le numéro 741 / LCCE. La récolte a été faite 

au mois d’Avril 2014 dans les montagnes de Chelia, à 70 Km à l’Est de Batna. Le matériel 

végétal a été mis à l’ombre et laissé sécher à température ambiante. 
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II.3.1 Extraction 

Les parties aériennes de l’espèce T. algeriensis, séchées et broyées (1200 g), sont 

macérées à température ambiante dans un mélange de solvants H2O-MeOH (20 :80, 2×12 l) 

pendant 48 h. Après filtration et évaporation à température 40°C, 500 ml de l’extrait aqueux 

subit une extraction liquide-liquide avec l’éther de pétrole (5 x 200 ml), chloroforme (5 x 200 

ml) et le n-butanol (5 x 200 ml). 

Les trois phases organiques ainsi obtenues (EP, CHCl3 et n-BuOH) sont séchées sur 

sulfate de sodium (Na2SO4) anhydre puis filtrées et concentrées à sec, ce qui a conduit à 

l’obtention de 19,57 g d’extrait éther de pétrole, 7,52 g d’extrait chloroformique et 28,64 g 

d’extrait n-butanol (Figure II.1).  

 

Figure II.1 : Schéma d’extraction des parties aériennes de la plante Thymus algeriensis 
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Le rendement de cette extraction par rapport à la matière sèche est reporté dans le 

tableau suivant : 

Tableau II.1 : Rendement des extraits de Thymus algeriensis 

Extrait EP CHCl3 n-BuOH 

Rdt % 1,63 0,63 2,39 

  

Les CCM effectuées sur les trois extraits, dans différents systèmes de solvants, montrent 

la richesse des extraits chloroformique et n-butanol en métabolites secondaires (Figure II.2). 

 

Figure II.2 : CCM des différents extraits de Thymus algeriensis 

II.3.2 Fractionnement et purification de l’extrait chloroformique 

6,5 g de l’extrait chloroformique ont été soumis à une chromatographie sur colonne de 

gel de silice en phase normale. L’élution est réalisée au début par l’hexane dont on augmente 

la polarité par l’addition de l’acétate d’éthyle (100 :0 à 0 :100) et ensuite par un gradient 

AcOEt/MeOH (100 :0 à 10 :90). 12 fractions ont été regroupées selon leurs profil en CCM 

(Tableau II.2).  

               Tableau II.2 : Fractionnement de l’extrait CHCl3 

Eluant colonne Fractions collectées Poids (mg) 

Hexane pur  

F1 

 

7 Hexane /AcOEt (99/1) 

Hexane /AcOEt (97/3) 

Hexane /AcOEt (95/5) F2 29,4 

Hexane /AcOEt (93/7) F3 3,2 
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Hexane /AcOEt (90/10) 

Hexane /AcOEt (80/20) F4 4,1 

Hexane /AcOEt (70/30) F5 2,1 

Hexane /AcOEt (60/40) F6 17,4 

Hexane /AcOEt (50/50) F7 1506 

Hexane /AcOEt (30/70) F8 162,5 

AcOEt pur F9 1048 

AcOEt/MeOH (99/1) 

AcOEt/MeOH (97/3) F10 1282,8 

AcOEt/MeOH (95/5) 

AcOEt/MeOH (95/5) F11 1715 

AcOEt/MeOH (90/10) 

AcOEt/MeOH (50/50) F12 220 

 

Ces fractions sont soumises par la suite à des opérations de purification. Ainsi, 9 

composés ont été isolés (Figure II.3). 

 

Figure II.3 : Schéma de purification des produits de l’extrait CHCl3 de la plante Thymus 

algeriensis. 
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II.3.2.1 Fraction F7 

La fraction F7 (1506 mg) a fait l’objet d’une chromatographie sur une colonne de gel de 

silice normale. L’élution est réalisée par un mélange de solvants hexane/AcOEt (100:0 à 

0:100). Le rassemblement des fractions similaires en CCM a donné 10 sous-fractions.  

La sous-fraction A-6 (129,9 mg) a subi un fractionnement sur une colonne de gel de 

silice normale éluée avec un mélange de solvant hexane/AcOEt (100:0 à 0:100) pour conduire 

à 8 sous-fractions (B-1 à B-8). La sous-fraction B-7 (65,2 mg) a été filtrée sur une colonne de 

Sephadex LH-20 puis purifiée par plaque préparative de silice normale dans le mélange de 

solvants (CHCl3/MeOH: 9/1) fournissant ainsi le composé TA4 (1,3 mg). 

La sous fraction B-8 (38,1 mg) purifiée sur une colonne de Sephadex LH-20 avec le 

CHCl3 comme éluant, aboutit au composé TA6 (1,3 mg) (Figure II.4). 

 

Figure II.4 : CCM en phase normale du composé TA6 

Le composé TA9 (3 mg) est obtenu à l’état pur à partir de la sous-fraction A-7 par 

précipitation dans le méthanol. 

II.3.2.2 Fraction F8 

La fraction F8 est mise à chromatographier sur une colonne de gel de silice en phase 

normale en utilisent un mélange de solvants hexane/CH2Cl2 (100:0 à 0:100), puis par un 

gradient de méthanol dans le dichlorométhane (0 :100 à 100 :0) pour fournir 8 sous-fractions. 

La sous-fraction F8-4 (107,3 mg) contient un produit majoritaire (composé TA1 d’une 

masse 10 mg) qui est précipité dans le MeOH. Après récupération du produit précipité, la 

CCM du filtra montre la présence de deux taches. Le filtra a subi une séparation sur une 

colonne de Sephadex LH-20 dans le chloroforme puis purifie par une plaque préparative de 

silice normale dans le mélange de solvants (EP/AcOEt: 5/5) pour donner les composés TA5 

(1,3 mg) et TA7 (1 mg) à l’état pur (Figure II.5). 
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Figure II.5: CCM en phase normale des composés TA1, TA5 et TA7 

II.3.2.3 Fraction F9 

La fraction F-9 (1048,7 mg) est soumise à une chromatographie sur colonne de gel de 

silice normale est éluée par un gradient de solvants EP/AcOEt (100:0, 90:10, 80:20, 70:30, 

60:40, 50:50 et 30:70) pour donner 8 sous-fractions (F9-1 à F9-8). La sous-fraction F9-6 

(699,3 mg) est purifiée à son tour sur une colonne de gel de silice normale en utilisant comme 

éluant EP/AcOEt (100-0 à 50-50) conduisant ainsi à 9 sous fractions (F-9-1 à F-9-9). 

La sous-fraction F-9-8 (235,4 mg) se précipite dans le MeOH. Après filtration et 

récupération du précipité, sa CCM révèle la présence de deux taches (Figure II.6). Le 

précipité a été traité sur plaques préparatives de silice normale dans le mélange de solvants 

(EP/AcOEt: 5/5) afin d’aboutir aux deux composés TA2 (2 mg) et TA3 (3,5 mg) à l’état pur. 

 

Figure II.6 : CCM en phase normale des composés TA2 et TA3 

II.3.2.4 Fraction F10 

Le composé TA10 (2 mg) est obtenu par précipitation dans le méthanol de la fraction F-10 

(1282 mg) (Figure II.7). 
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Figure II.7 : CCM en phase normale du composé TA10 

II.3.3 Fractionnement et purification de l’extrait n-butanol 

10 g de l’extrait n-butanol ont été fractionnés sur une colonne de polyamide. L’élution a 

été faite par le mélange H2O/MeOH allant de 100/0 à 0/100. A l’issue de ce fractionnement 

primaire, 20 fractions sont recueillies (Tableau II.3 et Figure II.8). 

Tableau II.3 : Fractionnement de l’extrait n-butanol 

Eluant colonne Fraction collectées Poids en mg 

H2O pur F1 1383 

H2O pur F2 1473,5 

H2O pur F3 434,5 

H2O pur F4 1033,7 

H2O /MeOH (80/20) F5 156,3 

H2O /MeOH (80/20) F6 133,7 

H2O /MeOH (80/20) F7 85,8 

H2O /MeOH (80/20) F8 165,9 

H2O /MeOH (60/40) F9 148,3 

H2O /MeOH (60/40) F10 105,2 

H2O /MeOH (60/40) F11 74,3 

H2O /MeOH (60/40) F12 187,7 

H2O /MeOH (40/60) F13 145,1 

H2O /MeOH (40/60) F14 116,1 

H2O /MeOH (40/60) F15 135,7 

H2O /MeOH (40/60) F16 27 

H2O /MeOH (20/80) F17 155,5 

H2O /MeOH (20/80) F18 82,1 

H2O /MeOH (20/80) F19 75,8 

MeOH pur F20 150,6 
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Figure II.8 : CCM récapitulative de l’extrait n-butanol    

II.3.3.1 Fraction F9 

La fraction F-9 (148,3 mg) est chromatographiée sur une colonne ouverte en utilisant le 

gel de silice normale comme phase stationnaire. L’élution est réalisée par le mélange 

CHCl3/MeOH allant de 100-0 à 0-100 pour fournir 12 sous-fractions (F-9-1 à F-9-12) (Figure 

II.9). 

 

Figure II.9 : CCM en phase normale des sous fractions étudiée de la fraction F9 

 

La sous-fraction F9-10 (48,2 mg) est séparée sur une colonne de gel de silice en phase 

normale éluée par le mélange de solvants CHCl3/MeOH (100-0, 95-5, 90-10, 88-12, 85-15, 

80-20, 70-30, 60-40, 50-50) afin d’obtenir 7 sous fractions (A-1 à A-7). La sous fraction A-5 

(10,9 mg) est filtrée sur une colonne de Sephadex LH-20 puis purifiée sur une plaque 

préparative de silice normale dans le mélange de solvants CHCl3/MeOH/H2O : 7/3/0,5 

fournissant ainsi le composé TA8 (1,4 mg) (Figure II.10). 
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Figure II.10 : CCM en phase normale du composé TA8 

II.3.4 Composés isolés de l’espèce Thymus algeriensis 

 Composé TA1 

− Nom : Salvigenine 

− Formule brute : C18H16O6 

− ESI-MS:(mode positif)  

           m/z = 350,9560 [M+Na]+ 

          m/z = 759,1702 [2M+Na]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

        (125 MHz) dans le CDCl3 

Tableau III-1b, page 82 

 Composé TA2 

− Nom : Santin 

− Formule brute : C18H16O7 

− ESI-MS:(mode positif)  

          m/z = 366,9798 [M+Na]+ 

          m/z = 711,0505 [2M+Na]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le CDCl3 

         Tableau III-2, page 85 

 Composé TA3 

− Nom : Cirsimaritine 

− Formule brute : C17H14O6 

− ESI-MS:(mode positif)  
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          m/z = 336,9692 [M+Na]+ 

          m/z = 651,0370 [2M+Na]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le CDCl3 

         Tableau III-3, page 88 

 Composé TA4 

− Nom : Apigénine 

− Formule brute : C15H10O5 

− ESI-MS:(mode positif)  

         m/z = 309 [M+K]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le CD3OD     

          Tableau III-4, page 92 

 Composé TA5 

− Nom : Acide p-hydroxybenzoïque 

− Formule brute : C7H6O3 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le CD3OD 

          Tableau III-5, page 94 

 Composé TA6 

− Nom : Acide vanillique 

− Formule brute : C8H8O4 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le CD3OD 

          Tableau III-6, page 97 

 Composé TA7 

− Nom : Acide gallique 

− Formule brute : C7H6O5 

− ESI-MS: (Mode négatif)  

           m/z = 169 [M-H]- 

          m/z = 339 [2M-H]- 
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− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le CD3OD 

         Tableau III-7, page 100 

 Composé TA8 

− Nom : Acide rosmarinique 

− Formule brute : C18H16O8 

− ESI-MS: (Mode négatif)  

           m/z = 359,07681 [M-H]- 

          m/z = 719,16058 [2M-H]- 

− [α]D= + 73,3° (C= 0,2, MeOH) 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le CD3OD 

         Tableau III-8, page 107 

 Composé TA9 

− Nom : Acide oléanolique 

− Formule brute : C30H48O3 

− [α]D=+ 80,3° (C= 0,95, CHCl3) 

− ESI-MS: (Mode positif) 

           m/z = 479,3 [M+Na]+ 

          m/z = 935,6 [2M+Na]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans (CDCl3+CD3OD) 

         Tableau III-9, page 116 

 Composé TA10 

− Nom : β-sitostérol 

− Formule brute : C29H50O 

− [α]D=-30 (C 0,8, CHCl3) 

− ESI-MS: (Mode négatif) 

          m/z = 413,27 [M-H]- 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le CDCl3  

         Tableau III-10, page 119 
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II.4 Etude phytochimique de l’espèce Diplotaxis erucoides (L.) DC. 

La plante Diplotaxis erucoides (L.) DC. a été récoltée au mois de Novembre 2018 dans 

la région d’El Madher (Batna). Son identification a été faite par Pr. Bachir Oudjehih du 

département d’Agronomie de l’Institut des Sciences Vétérinaires et Agronomiques, Université 

de Batna 1, Algérie.  

II.4.1 Extraction 

1400 g de Diplotaxis erucoides (L.) DC., sont mis à macérer dans une solution 

d’éthanol/eau à 70% pendant 48 h. Cette opération est répétée deux fois avec renouvellement 

du solvant. Après filtration et concentration, un volume de 400 ml est obtenu. Ce dernier est 

soumis à une extraction liquide-liquide, en premier par l’éther de pétrole (250 ml, 4 fois) puis 

l’acétate d’éthyle (250 ml, 4 fois) et enfin le n-butanol (250 ml, 4 fois). L’évaporation à sec 

des phases organiques, a donné 15,59 g pour l’extrait éther de pétrole, 14,17 g de l’extrait 

acétate d’éthyle et 18,48 g de l’extrait n-butanol (Figure II.11). 

 

Figure II.11: Schéma d’extraction des parties aériennes de la plante Diplotaxis erucoides 
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Les CCM réalisées sur les trois extraits de la plante D. erucoides dans différents 

systèmes de solvants, montrent bien leurs richesses en produits (Figure II.12). 

 

Figure II.12 : CCM des différents extraits de la plante D. erucoides 

       Le calcul du rendement par rapport à la matière sèche de cette extraction est reporté dans 

le tableau II.4 

                   Tableau II.4 : Rendement des extraits de Diplotaxis erucoides 

Extrait EP AcOEt n-BuOH 

Rdt % 1,11 1,01 1,32 

II.4.2 Fractionnement et purification de l’extrait acétate d’éthyle 

Le fractionnement de 7 g de l’extrait AcOEt a été réalisé par chromatographie liquide 

sous vide (VLC) en utilisant le gel de silice en phase normale comme phase stationnaire. 

L’élution est effectuée par un mélange de solvants EP/AcOEt (100-0 à 0-100), puis 

MeOH/AcOEt (0-100 à 100-0) (Tableau II.5). Des fractions de 100 ml ont été recueillies, puis 

évaporées à sec afin d’être analysées par CCM et regroupées. Ce fractionnement a permis de 

récupérer neuf fractions nommées F-1 à F-9 (Figure II.13). 

 
Figure II.13: CCM en phase normale des fractions de la VLC de l’extrait AcOEt 
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                   Tableau II.5 : Fractionnement de l’extrait AcOEt 

Eluant colonne Fractionsregroupées Poids en mg 

EP pur  

F1 

 

9 EP/AcOEt (97/3) 

EP/AcOEt (95/5) 

EP/AcOEt (90/10) 

EP/AcOEt (80/20) F2 28 

EP/AcOEt (70/30) 

EP/AcOEt (70/30) F3 52,1 

EP/AcOEt (60/40) F4 31,5 

EP/AcOEt (60/40) F5 88,2 

EP/AcOEt (50/50) 

EP/AcOEt (30/70)  

F6 

 

250,8 EP/AcOEt (10/90) 

AcOEt pur 

AcOEt/MeOH (97/3) 

AcOEt/MeOH (95/5)  

F7 

 

284,6 AcOEt/MeOH 

(90/10) 

AcOEt/MeOH 

(80/20) 

AcOEt/MeOH 

(80/20) 

F8 484,8 

AcOEt/MeOH 

(70/30) 

AcOEt/MeOH 

(50/50) 

F9 2072,3 

MeOH pur 

 

Les fractions résultantes ont été soumises aux différentes opérations de purification. Ce 

qui a mené à l’isolement de 5 composés (Figure II.14). 
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Figure II.14: Schéma de purification des produits de l’extrait AcOEt de Diplotaxis erucoides 

II.4.2.1 Fraction F2 

La fraction F2 (28 mg) est mise à chromatographier sur une colonne de gel de silice en 

phase normale. L’élution est réalisée par un mélange éther de pétrole/acétate d’éthyle. Ce 

fractionnement a permis d’obtenir 17 sous-fractions (F2-1 à F2-17) (Figure II.15). 

 

 

Figure II.15 : CCM en phase normale des sous fractions étudiée de la fraction F2 

La sous-fraction F2-5 (6,1 mg) a été purifiée par une chromatographie sur colonne de 

Sephadex LH-20 éluée par le chloroforme pour donner le composé DE7 (3 mg).  
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Le composé DE8 (3 mg) est obtenu par la filtration de la sous-fraction F2-7 (5,7 mg) sur 

une colonne de Sephadex LH-20 en utilisant le chloroforme comme éluant. 

 

Figure II.16 : CCM en phase normale des composés DE7 et DE8 

II.4.2.2 Fraction F5 

La fraction F5 d’une masse de 88,2 mg est fractionnée par une chromatographie sur 

colonne de gel de silice en phase normale. L’élution est effectuée en premier lieu avec l’EP 

dont on augmente la polarité par l’addition de AcOEt (100-0 à 0-100). A l’issue de ce 

fractionnement, 4 sous-fractions sont collectées (F5-1 à F5-4) (Figure II.17). 

 

Figure II.17 : CCM en phase normale des sous fractions étudiée de la fraction F5 

La sous-fraction F5-3 (42,6 mg) est appliquée à une chromatographie sur colonne de 

Sephadex LH-20 où l’élution est faite par le dichlorométhane. Ainsi, 6 sous-fractions ont été 

obtenues (F5-3-1 à F5-3-6). 

Les sous-fractions F5-3-3, F5-3-4 et F5-3-5 regroupées (17,9 mg), sont soumises à une 

CCE préparative en phase normale avec l’éluant CH2Cl2/ MeOH (9/1). Les produits résultants 

sont filtrés sur une colonne de Sephadex LH-20 dans le CH2Cl2. Ces opérations ont permis 

d’obtenir les composés DE4 (2,8 mg), DE5 (2,5 mg) et DE6 (2 mg) (Figure II.18). 
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Figure II.18 : CCM en phase normale des composés DE4, DE5 et DE6 

II.4.3 Fractionnement et purification de l’extrait n-butanol 

7 g de l’extrait n-butanol est initialement soumis à un fractionnement sur gel de silice en 

phase normale par chromatographie liquide sous vide (VLC) en utilisant le système de 

solvants CHCl3/MeOH/ H2O. Ce fractionnement s’est soldé par l’obtention de 31 fractions de 

100 ml. Après analyse des fractions obtenues par CCM en utilisant des systèmes de solvants 

appropriés, les fractions présentant des profils identiques sur CCM ont été réunies pour 

fournir 8 fractions majoritaires (Tableau II.6, Figure II.19). 

           Tableau II.6: Fractionnement de l’extrait n-butanol 

Eluant colonne Fractions Regroupées Poids en mg 

CHCl3 pur F1 5,5 

CHCl3 /MeOH (95/5) 

CHCl3 /MeOH (95/5) F2 42,9 

CHCl3 /MeOH (93/7) F3 74,4 

CHCl3 /MeOH (90/10) 

CHCl3 /MeOH (80/20) F4 1292 

CHCl3 /MeOH/H2O 

(80/20/2) 

CHCl3 /MeOH (70/30) F5 2001,7 

CHCl3 /MeOH/H2O 

(70/30/5) 

CHCl3 /MeOH (40/60) F6 1417,8 

CHCl3 /MeOH (50/50) 

CHCl3 /MeOH (50/50) F7 664,8 

CHCl3 /MeOH (30/70) 

MeOH pur F8 721,5 
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Figure II.19 : CCM en phase normale des fractions de la VLC de l’extrait n-butanol 

Plusieurs techniques de purification ont été appliquées pour isoler trois composés purs 

(Figure II.20). 

 

Figure II.20 : Schéma de purification des produits de l’extrait n-BuOH de D. erucoides 
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II.4.3.1Fraction F4 

Cette fraction d’une masse de 1,292 g a subi une chromatographie sur colonne de 

polyamide SC-6 éluée par le système H2O/MeOH (100/0 à 0/100). Après fractionnement et 

rassemblement, 10 sous-fractions ont été obtenues (A1 à A10) (Figure II.21). 

 

Figure II.21: CCM en phase normale des sous fractions étudiées de la fraction F4 

La sous-fraction A4 (106,2 mg) est soumise à une chromatographie sur colonne de 

Sephadex LH-20 éluée par le MeOH, a permis de recueillir 7 sous-fractions (A4-1 à A4-7) 

(Figure II.22). 

 

 

Figure II.22 : CCM en phase normale des sous fractions étudiée de la fraction A4 
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La sous-fraction A4-6 d’une masse de 47,1 mg, est séparée sur colonne de gel de silice 

avec un système d’élution CHCl3/MeOH (100/0 à 50/50). 8 sous fractions (B1 à B8) sont 

obtenues (Figure II.23). 

 

Figure II.23 : CCM en phase normale des sous fractions étudiées de la fraction A4-6 

Le composé DE3 (1,5 mg) a été obtenu par précipitation de la sous-fraction  

B4 (11,4 mg) dans le MeOH. 

La sous-fraction B7 (6,7 mg) contient un produit majoritaire qui se précipite dans le 

diéthyl éther. Le produit obtenu est filtré dans une colonne de Sephadex LH-20 en employant 

le MeOH comme éluant, ce qui a conduit au composé DE1 (3,4 mg). 

 

Figure II.24 : CCM en phase normale des composés DE1 et DE3 

Les 9 sous-fractions (A8-1 à A8-9) sont obtenus de la sous-fraction A8 (62,9 mg) en 

utilisant une chromatographie sur colonne de Sephadex LH-20 éluée par un mélange de 

solvants CHCl3/MeOH (80/20). 
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La sous-fraction A8-6 (11 mg) est purifiée par une plaque préparative en phase normale 

dans le mélange (CHCl3/MeOH/H2O: 7/3/0,3). Cette purification a conduit à l’isolement du 

composé DE2 (3,2 mg) (Figure II.25). 

 

Figure II.25 : CCM en phase normale du composé DE2 

II.4.4 Composés isolés de l’espèce Diplotaxis erucoides 

 Composé DE1 

− Nom : Kaempferol 3-O-[α-L-rhamnopyranosyl (1-2)-β-D-xylopyranosyl]-7-O-α-L-

rhamnopyranoside (composé nouveau) 

− Formule brute : C32H38O18 

− ESI-MS: Mode négatif 

          m/z = 709,1985 [M-H]- 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le MeOD 

          Tableau III-11, page 131 

 Composé DE2 

− Nom : Astragaline 

− Formule brute : C21H20O11 

− [α]D = + 16° (C = 0,8, MeOH) 

− ESI-MS: Mode négatif 

           m/z = 447,0926 [M-H]- 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le MeOD 

         Tableau III-12, page 136 
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 Composé DE3 

− Nom : 1-O-p-coumaroyl-β-D-glucose 

− Formule brute : C15H18O8 

− ESI-MS: Mode négatif 

         m/z = 325,0924 [M-H]- 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

         (125 MHz) dans le MeOD 

        Tableau III-13, page 143 

 Composé DE4 

− Nom : Loliolide 

− Formule brute : C11H16O3 

− [α]D = -41° (C = 0,06, CHCl3) 

− ESI-MS: Mode positif 

         m/z = 219,0998 [M+Na]+ 

         m/z = 415,3031 [2M+Na]+ 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le MeOD 

          Tableau III-14, page 150 

 Composé DE5 

Nom : (10E,12Z)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-10,12-diènoate 

− Formule brute : C18H31O2 

− RMN 1H (500 MHz)  

et RMN 13C (125 MHz) 

dans le MeOD 

         Tableau III-15, page 156 

 

 Composé DE6 

Nom : (9Z,11E)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-9,11-diènoate 

− Formule brute : C18H31O2 

− ESI-MS:Mode positif 

          m/z = 355 [M+H]+ 

 

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C (125 MHz) dans le MeOD 
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         Tableau III-16, page 160 

 Composé DE7 

− Nom : Lupéol 

− Formule brute : C30H50O 

− [α]D= +22,4° (C=0,18, MeOH) 

− ESI-MS:Mode positif 

          m/z = 449 [M+Na]+  

          m/z= 876 [2M+Na]+   

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

 (125 MHz) dans le CDCl3 

        Tableau III-17, page 170 

 Composé DE8 

− Nom : β-sitostérol 

− Formule brute : C29H50O 

− [α]D = -30 (C 0,8, CHCl3) 

− ESI-MS: Mode négatif 

          m/z = 413,27 [M-H]-  

− RMN 1H (500 MHz) et RMN 13C 

          (125 MHz) dans le CDCl3 

        Tableau III-10, page 119 

II.5 Activités biologiques 

II.5.1 Activité antibactérienne 

L'activité antibactérienne des extraits bruts des deux plantes Thymus algeriensis et 

Diplotaxis erucoides a été évaluée par la méthode de diffusion en milieu gélosé, dite méthode 

de diffusion sur disques [118], contre quatre souches bactériennes. Deux à Gram positif 

(Staphylococcus aureus ATCC 29213 et Enterococcus faecalis ATCC 29212) et deux à Gram 

négatif (Escherichia coli ATCC 25922 et Pseudomonas aeruginosa DMS 1117). Ces souches 

proviennent de l'Institut Pasteur d'Alger, Algérie.  
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II.5.1.1 Préparation des précultures 

Les souches bactériennes à tester ont été cultivées dans des boites de pétrie contenant de 

la gélose nutritive par la méthode de stries des quatre quadrants dans des conditions stériles et 

à des températures optimales selon la souche concernée pendant 24 h.  

Le dépôt de l'échantillon ou de la suspension de germe est effectué en une strie dans un quart 

de la boîte qui constituera le premier quadrant (A). Un isolement est effectué à l'aide d'une 

pipette Pasteur selon les étapes suivantes (Figure II.26): 

A. Dépôt de l'échantillon,  

B.  Stries serrées sur la première moitié de la boîte, 

C.  Après avoir tourné la boîte de 90°, des stries serrées sont à nouveau effectuées sur 

une moitié de boîte,  

D.  Le dernier quadrant est ensemencé sans rentrer au contact des quadrants 

précédents.  

Ainsi, par cette méthode, le dernier quadrant contient des colonies isolées schématisées en E 

et en pratique en F, qui vont servir à la préparation de l’inoculum. 

 

Figure II.26 : Les étapes de préparation des précultures 

II.5.1.2 Préparation de la suspension bactérienne (inoculum) 

Il est recommandé d'inoculer les suspensions bactériennes, ajustées pour obtenir une 

densité bactérienne de 0,5 McFarland pour la très grande majorité des bactéries. Les colonies 

isolées et identiques de chacune des souches bactériennes à tester ont été mises dans 5 ml de 

bouillon nutritif, ensuite incubées pendant 10-24 h à 37 °C. Une lecture de la densité optique 
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de 1 ml d’inoculum a été effectuée par un spectrophotomètre à 625 nm. Son opacité doit être 

équivalente à 0,5 McFarland. L’inoculum peut être ajusté en ajoutant, soit de la culture 

cellulaire s’il est trop faible, ou bien de l’eau physiologique stérile s’il est trop fort. 

II.5.1.3 Réalisation des tests antibactériens 

L’inoculum est ensemencé sur des boites de pétri contenant la gélose Mueller-Hinton à 

l’aide d’un écouvillon. Cet écouvillon stérile est trempé auparavant dans la suspension 

bactérienne et essoré sur le bord du tube. La surface entière de la gélose a été étalée à trois 

reprises, en tournant la boite à environ 60° après chaque application dont le but d’avoir une 

distribution homogène des bactéries. 

Des disques de papier Whatman (6 mm) ont été imprégnés de 10 µl des solutions 

d'extrait à différentes concentrations (100, 50, 25, 12,5, 6,25 µg ml-1) et déposés 

soigneusement sur la surface de la gélose inoculée avec une pince stérile. Les disques des 

témoins négatifs ont été imprégnés de DMSO. Les boîtes de Pétri ont été incubées à 37 ° C 

pendant 24 h. Les tests ont été effectués en triple. L'activité antibactérienne est déterminée en 

mesurant le diamètre de la zone d'inhibition produite autour des disques. 

II.5.2Dosage des polyphénols totaux 

La quantification du contenu phénolique total a été estimée par le test de Folin-

Ciocalteu 200 µl d'échantillons dilués (extraits et standard) ont été mélangés avec 1 ml de 

réactif Folin – Ciocalteu (1/10) [119]. Après 4 min, 800 µl de carbonate de sodium (Na2CO3; 

75 g l-1) ont été ajoutés. Les solutions résultantes ont été placées dans un endroit sombre 

pendant 2 heures et les absorbances ont été mesurées à 765 nm. L'acide gallique a été utilisé 

pour la courbe d'étalonnage standard et les résultats ont été exprimés en microgrammes 

d'équivalents d'acide gallique par mg d'extrait brut. 

II.5.2.1Teneur totale en flavonoïdes 

La teneur totale en flavonoïdes a été déterminée par la méthode au trichloroaluminium 

[119]. En bref, 1 ml de solution de trichloroaluminium (AlCl3; 2%) a été ajouté à 1 ml 

d'échantillons (extraits et quercétine). Le mélange a été agité et incubé à température ambiante 

pendant 10 min. Les absorbances ont été lues à 430 nm pour chaque échantillon. La 

quercétine a été utilisée pour établir la courbe d'étalonnage et les résultats ont été donnés en 

microgrammes équivalents de quercétine par milligramme d'extrait. 
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II.5.3Activité antioxydante 

II.5.3.1Test de piégeage des radicaux libres (DPPH) 

Un volume de 25 µl d'échantillons (extraits et standards) a été ajouté à 975 µl de 

solution de DPPH préparée dans du méthanol (0,025 mg ml-1). Le mélange réactionnel a été 

incubé dans l'obscurité à température ambiante pendant 30 min. Après incubation, les 

absorbances ont été mesurées à 517 nm [119]. Le pourcentage d'activité d'élimination des 

radicaux DPPH de chaque échantillon a été calculé selon la formule suivante :  

Activité de piégeage DPPH (%) = [(ABlanc – AEchantillon) / ABlanc] × 100 

Où  

ABlanc : est l'absorbance du blanc  

 AEchantillon : est l'absorbance des extraits bruts ou des étalons.  

Les expériences ont été réalisées en triple et les résultats ont été transmis en moyenne (valeurs 

± SD). 

II.5.3.2 Test de la capacité antioxydante par réduction de cuivre (CUPRAC) 

L'activité antioxydante par le test CUPRAC a été déterminée selon la méthode d'Apak et 

al [119]. 50 µl de solution de CuCl2 (10 mM) ont été ajoutés à 50 µl de néocuprine (7,5 mM) 

et 60 µl de solution tampon d'acétate d'ammonium (1 M; pH 7,0). Ensuite, 40 µl de 

différentes concentrations d'extraits et de standards ont été ajoutées au mélange.  

Les échantillons ont été protégés de la lumière pendant 1 heure et les absorbances ont été 

mesurées à 450 nm à l'aide d'un spectrophotomètre. Les résultats ont été exprimés en A0,5 (μg 

ml-1) et la capacité de réduction des extraits a été comparée à celles du BHA et du BHT 

comme standards. 

II.5.3.3 Pouvoir réducteur du fer (FRAP) 

Le test FRAP a été appliqué selon la méthode décrite par Oyaizu en 1986, basée sur la 

réduction de l’ion ferrique (Fe3+) en ion ferreux (Fe2+) par un composé antioxydant ou un 

extrait brut [119]. 100 µl d'extraits bruts ou d'étalons à différentes concentrations ont été 

ajoutés à 500 µl de tampon phosphate (0,2 M; pH 6,6) et 500 µl de ferricyanure de potassium 

(1%). Le mélange réactionnel a été incubé à 50 ° C pendant 20 min, puis 500 μl de 

CCl3COOH (10%) ont été ajoutés. La solution résultante a été centrifugée pendant 10 min 

(3000 tr/min). Un volume de 500 µl de la solution surnageante a été mélangé avec 500 µl 

d'eau distillée et 125 µl de FeCl3 (1%) fraîchement préparé. Les absorbances ont été lues à 

700 nm et les résultats ont été calculés comme A0,5 (μg  ml-1). 
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II.5.3.4 Teste de phosphomolybdate (PPM) 

La capacité antioxydante totale des extraits organiques a été évaluée par un essai au 

phosphomolybdène [118]. Cette méthode est basée sur la réduction du molybdate Mo VI en 

molybdate Mo V par les composés antioxydants, avec la formation d’un complexe vert de 

phosphomolybdate Mo V qui présente un maximum d’absorption à 695 nm. 

100 μl d'extraits ont été ajoutés à 900 μl de mélange de réactifs (acide sulfurique 0,6 M, 

phosphate de sodium 28 mM et molybdate d'ammonium 4 mM). Les solutions résultantes ont 

été incubées à 95 ° C pendant 90 min. Après refroidissement à température ambiante, les 

absorbances ont été mesurées à 695 nm. La capacité antioxydante des extraits a été exprimée 

en µg équivalents d'acide ascorbique par mg d'extrait (µg EAA mg-1 d'extrait sec). 

II.5.3.5 Dosage du thiocyanate ferrique  

L'activité de peroxydation lipidique des échantillons (extraits et standards) a été 

déterminée selon la méthode de Takao et al [118]. 400 µl d'échantillons à la concentration de 

100 µg ml-1 ont été ajoutés à 400 µl d'acide linoléique (2,52%) et 800 µl de solution tampon 

phosphate (pH 7,4). Le mélange a été incubé à 40 ° C pendant 1 heure, ensuite, 100 μl de la 

solution résultante ont été ajoutés à 5 ml d'éthanol dilué (70%) et 100 µl de NH4SCN (30%). 

Après 3 min, 100 µl du chlorure de fer (II) préparé dans de l'acide chlorhydrique (3,5%) ont 

été ajoutés. Les absorbances ont été lues pendant 7 jours à 500 nm à l'aide d'un 

spectrophotomètre. Le pourcentage d'inhibition de la peroxydation lipidique a été calculé 

selon l'équation suivante: 

Inhibition (%) = [1- (AEchantillon / ABlanc)] × 100 

II.5.4Activité anti-inflammatoire in vitro 

L'effet anti-inflammatoire in vitro d'extraits bruts (PE, CHCl3 et n-BuOH) de la plante 

T. algeriensis a été évalué par la méthode de dénaturation de l'albumine d'œuf [120]. 

 200 µl d'albumine d'œuf (à partir d'œuf de poule frais) ont été ajoutés à 2,8 ml de 

solution saline tamponnée au phosphate (PBS, pH 6,4) et 2 ml de différentes concentrations 

d'échantillons (extraits et diclofénac sodique comme standard). Les tubes obtenus ont été 

incubés pendant 15 minutes à 37°C puis chauffés pendant 5 minutes à 70°C. Après 

refroidissement à température ambiante, les absorbances ont été mesurées à 660 nm. Une 

solution témoin a été préparée en remplaçant les échantillons par de l'eau bidistillée et le 

pourcentage d'inhibition de la dénaturation des protéines a été calculé comme suit : 

Inhibition (%) = [1- (AEchantillon / ABlanc)] × 100 
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II.5.5Activité anti-hémolytique 

 Prélèvement et préparation d'échantillons de sang 

Le sang provenant de volontaires masculins sains par ponction veineuse a été stocké 

dans des tubes héparinés et centrifugé à 3500 tr/min pendant 15 minutes. Après 

centrifugation, le plasma a été prélevé et les globules rouges ont été suspendus dans 10 

volumes de NaCl à 0,9%, ensuite centrifugés à 2500 tr/min pendant 10 min. Les globules 

rouges résultants ont été lavés trois fois avec la même solution. 

 Détermination de la concentration inhibitrice de l'hémolyse à 50% (CIH50)  

Pour déterminer la concentration de NaCl correspondant à l'inhibition à 50% des 

érythrocytes, 500 µl d'échantillon sanguin ont été ajoutés à 5 ml des différentes solutions 

hypotoniques (7, 6, 5, 4, 3, 2, 1 et 0 g l-1). Les solutions ont été immédiatement mélangées par 

retournement plusieurs fois et incubées pendant 30 min à 37 ° C. Les tubes ont ensuite été 

mélangés à nouveau et centrifugés pendant 5 min à 1500 tr/min. L'absorbance du surnageant a 

été lue à 540 nm en utilisant une solution de NaCl à la concentration de 7,0 g l-1 sous forme de 

blanc. Cette procédure a été répétée trois fois pour les différents sangs et la moyenne a été 

prise [121].  

 Test de fragilité osmotique érythrocytaire d'extraits bruts 

L'activité anti-hémolytique des extraits de T. algeriensis a été réalisée en utilisant le 

modèle de fragilité osmotique érythrocytaire. En effet, 4,5 ml de solution saline hypotonique 

NaCl (CIH50 = 4 g l-1), ont été ajoutés à 500 µl d'extraits bruts à différentes concentrations et 

500 µl de la suspension érythrocytaire. Les tubes ont été incubés pendant 30 min à 37 ° C puis 

centrifugés à 1500 tr/min pendant 5 min. L'absorbance du surnageant a été mesurée à 540 nm. 

Les pourcentages d'inhibition de l'hémolyse des extraits bruts ont été déterminés avec la 

formule suivante: 

% Inhibition de l'hémolyse = [(ABlanc - AEchantillon) / ABlanc] × 100 

II.5.6 Analyses statistiques 

Toutes les expériences ont été réalisées en triple et les résultats ont été donnés en 

moyenne ± SD (p <0,05) de trois répétitions pour chaque échantillon. Les données ont été 

analysées par ANOVA unidirectionnelle (GraphPad Prism 5) et par test Tukey. Les résultats 

ont été exprimés en µg d'EAA mg-1 d'extrait pour la capacité antioxydante totale, la CI50 a été 

appliquée pour l'activité de piégeage des radicaux DPPH et le pourcentage d'inhibition (%) a 
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été utilisé pour mesurer les activités anti-inflammatoires, anti-hémolytiques et ferriques du 

thiocyanate. L'A0,5 a été calculé pour déterminer l’activité CUPRAC. 
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III.1 Caractérisation structurale des produits obtenus de T. algeriensis 

L’étude chimique des deux extraits CHCl3 et n-BuOH de l’espèce T. algeriensis a 

conduit à l’isolement de dix métabolites secondaires purs dont neuf composés isolés de 

l’extrait CHCl3 et un de l’extrait n-BuOH. 

Plusieurs méthodes d’analyse spectroscopique ont été employées (RMN 1H, RMN 13C, 

HSQC, COSY, HMBC, UV et spectrométrie de masse), pour identifier les composés isolés. 

En plus, une comparaison avec les données de la littérature a été utilisée. 

III.1.1 Identification structurale du composé TA1  

 

5-hydroxy-6,7,4′-triméthoxyflavone (Salvigénine) 

Ce composé est obtenu sous forme de cristaux jaunes solubles dans le chloroforme.Il est 

visible sous la lumière UV à 254 et 366 nm et se colore en jaune par  pulvérisation de sa CCM 

par une solution de vanilline sulfurique et chauffage à 100 °C. 

Le spectre UV du composé TA1 (Figure III.1) enregistré dans le MeOH montre deux 

bandes maximales d’absorption à 277,31 nm (bande II) correspondant à l’absorption du 

système benzoyle (cycle A) et 328,19 nm (bande I) attribuée à l’absorption du système 

cinnamoyle (cycle B). Ces deux bandes sont caractéristiques d’un squelette flavonoïque de 

type flavone. 
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Figure III.1: Spectre UV du composé TA1 

L’analyse des spectres UV (Figure III.1) en présence de différents réactifs (NaOH, 

NaOAc, AlCl3et HCl) montre : 

 Un effet bathochrome de la bande I de +20 nm après l’addition d’AlCl3. Cet effet reste après 

l’ajout du HCl, ce qui suggère la présence d’un OH libre en position 5 ; 

 

 L’absence d’un déplacement hypsochrome de la bande II en comparant les deux spectres 

enregistrés dans AlCl3 et AlCl3+HCl indique l’absence d’un système ortho-dihydroxylé sur le 

cycle B ; 

 L'addition de NaOH induit un faible déplacement de la bande II, révélant la présence d’un 

groupement (O-R) en position 4′. 

 

0

0,5

1

1,5

2

2,5

3

3
9

9

3
9

1

3
8

3

3
7

5

3
6

7

3
5

9

3
5

1

3
4

3

3
3

5

3
2

7

3
1

9

3
1

1

3
0

3

2
9

5

2
8

7

2
7

9

2
7

1

2
6

3

2
5

5

2
4

7

2
3

9

2
3

1
MeOH

AlCl3

AlCl3+HCl

NaOAc

NaOH



                                                                                                 Partie III : Résultats et discutions                           

 

77 
 

 La très faible diminution de la bande I suite à l’addition de NaOAc atteste de la présence d’un 

groupement (O-R) en position 7.  

 

L’ensemble des données de la série spectrale UV est reporté dans le tableau suivant : 

Tableau III.1a : Données UV du composé TA1 

Réactifs Déplacement en nm 

Bande II                             Bande I 

MeOH  277,31                                328,19                                 

AlCl3  301,06                                357,08                                 

AlCl3+ HCl  300,18                                354,22                                 

NaOH  296,62                                323,85                                 

NaOAc   277,11                               327,78                                

Le spectre de masse ESI de ce composé (Figure III.2), enregistré en mode positif, 

montre plusieurs pics d’ions pseudomoléculaires à m/z = 329,036 [M+H]+, 663,072 [2M+H]+, 

350,956[M+Na]+et 678,94 [2M+Na]+correspondant à une masse moléculaire égale à 328 uma 

et une formule brute en C18H16O6. 

 

Figure III.2: Spectre de masse ESI+ du composé TA1 
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L’analyse combinée des spectres RMN 1H (Figure III.3), COSY H-H (Figure III.4) et 

HSQC J-modulé (Figure III.5) du composé TA1 permet de visualiser les signaux suivants : 

 Deux signaux d’intégration 2H chacun sous forme de doublet à δH 7,88 (2H, d, J = 8,9Hz) et 

δH 7,05 (2H, d, J = 8,9Hz) indiquant la présence d’un système A2X2 caractéristique d’un noyau 

aromatique para-substitué. Selon le spectre COSY, ces protons appartiennent au même 

système de spins, attribuables aux protons H-2'/H-6' et H-3'/H-5' respectivement du cycle B 

d’une flavone. Leurs carbones sont assignés par l’analyse du spectre HSQC à δC128 (C-2'/C-

6') et δC114,5 (C-3'/C-5'). 

 
Figure III.3: Spectre RMN 1H du composé TA1 (CDCl3) 

 Un signal d’intégration 1H sous forme d’un singulet observé à δH 6,62. Son carbone résonne à 

δC 104,2 selon l’expérience HSQC. Les valeurs des déplacements chimiques laisseraient 

supposer qu’il s’agit du proton H-3 d’une flavone ; 

 Un autre signal à δH 6,58 sous forme d’un singulet s’intégrant pour un proton, ne présentant 

aucun couplage sur le spectre COSY, est attribué soit au proton H-8 ou H-6 du cycle A. ce 

signal couple sur le spectre HSQC avec un carbone à δC 90,6. Son déplacement chimique 

relativement blindé suggére qu’il s’agit du carbone C-8 ; 

 
Figure III.4: Spectre COSY H-H du composé TA1 
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 Trois singulets s’intégrant pour 3 protons chacun à δH 3,99 ; 3,95 et 3,92 attribués aux trois 

groupements méthoxyles. Leurs carbones sont repérés à δC 56,3 ; 60,9 et 55,6 respectivement. 

 
Figure III.5: Spectre HSQC du compose TA1 

 

Le spectre RMN 13C J-modulé du composé TA1 (Figure III.6) montre 15 signaux 

correspondant aux 18 atomes de carbone, qui sont répartis comme suit : 

 Un carbonyle à δC =182,5 correspondant au carbone C-4;  

 Six CH aromatiques raisonant entre 90 et 130 ppm; 

 Huit carbones aromatiques quaternaires; 

 Trois carbones méthoxyliques. 

 

 

Figure III.6: Spectre RMN 13C J-modulé du composé TA1 (CDCl3) 
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L’expérience HMBC conduit à l’établissement des principaux couplages 

hétéronucléaires H/C longue distance du composé TA1. En effet, ce spectre (Figure III.7) 

permet de visualiser les corrélations suivantes : 

 Les protons H-2′/H-6′ du cycle B de la flavone corrèlent en 3J avec un carbone quaternaire 

éthylénique résonant à δC 164 (C-2) et avec un autre carbone quaternaire oxygéné à δC 162,5 

attribué au carbone C-4′. 

 Les protons H-3' et H-5' du cycle B couplent en 3J avec un carbone à δC 123,6, ne pouvant 

être que le carbone C-1' de la flavone. D’autres couplages sont détectés entre les protons H-3' 

et H-5' et le carbone C-4' (Figure III.8). 

 

Figure III.7 : Spectre HMBC du composé TA1 

 

Figure III.8 Corrélations HMBC des protons aromatiques au niveau du cycle B du composé 

TA1 
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Ce spectre (Figure III.7) permet d’observer aussi les couplages entre : 

 Le proton H-3 et les carbones C-2 et C-1′ déjà assignés et avec deux autres carbones, un 

quaternaire résonant à δC 106 correspondant au carbone C-10 et un carbonyle sortant à δC 

182,5 attribuable au carbone C-4 ; 

 Le proton H-8 déjà identifié et deux carbones quaternaires à δC 153,2 et 158,5 en 2J, 

attribuables respectivement aux carbones C-9 et C-7 et en 3J avec le carbone C-10 déjà 

attribué et un carbone quaternaire détecté à δC 133,5 (C-6) (Figure III.9). 

 

Figure III.9: Corrélations HMBC des protons H-3 et H-8 au niveau des cycles A et C du 

composé TA1 

Le branchement des groupements méthoxyles aux cycles A et B de la flavone est mis en 

évidence par les corrélations visualisées sur le spectre HMBC entre les protons résonant à 

3,92 ppm du groupement méthoxyle et le carbone C-4′ (δC 162,57) du cycle B, de même 

qu’entre les protons des deux groupements méthoxyles à 3,95 et 3,99 ppm et les carbones C-6 

(δC 133,5) et C-7(δC 158 ,5) du cycle A (Figure III.10). 

 

Figure III.10 : Corrélations HMBC des protons méthoxyliques du composé TA1 

A ce niveau d'analyse tous les protons et carbones du composé TA1 ont été caractérisés. 
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La comparaison de ces données spectroscopiques (Tableau III.1b) avec celles reportées 

dans la littérature, permet d’identifier le composé TA1 comme étant une flavone nommée 5-

hydroxy-6,7,4′-tri-méthoxyflavone connue sous le nom de Salvigénine [122]. Il a été trouvé 

dans les espèces du genre Thymus : T. baicalensis, T. sibiricus [123] et T. striatus [23]. 

 

 

5-hydroxy-6,7,4’-triméthoxyflavone (Salvigénine) 

Tableau III.1b : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA1 dans CDCl3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

2 164 - 

3 104,2 6,62 (s) 

4 182,5 - 

5 153,1 - 

6 133,5 - 

7 158,5 - 

8 90,6 6,58 (s) 

9 153,2 - 

10 106 - 

1′ 123,6 - 

2′ 128 7,88 (d, 8,9) 

3′ 114,5 7,05 (d, 8,9) 

4′ 162,5 - 

5′ 114,5 7,05 (d, 8,9) 

6′ 128 7,88 (d, 8,9) 

6-OMe 60,9 3,95 (s) 

7-OMe 56,3 3,99 (s) 

4′-OMe 55,6 3,92 (s) 
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III.1.2 Identification structurale du composé TA2 

 

5,7-dihydroxy-3,6,4′-triméthoxy flavone (Santin) 

Le composé TA2 se présente sous forme d’une poudre jaune, visible en UV (254 et 366 

nm).  Il est soluble dans le chloroforme et se colore en jaune après révélation de sa CCM, par 

une solution de vanilline sulfurique et chauffage. Sa fluorescence violette sombre sous 

lumière de Wood (366nm) laisse supposer qu’il s’agit d’une flavone ou d’un flavonol 

substitué en position C- 3. 

Le spectre UV de ce composé (Figure III.11) enregistré dans le méthanol montre des 

bandes avec des maximas d’absorption à 299,39 et 364,07 nm caractéristique d’un flavonoïde 

substitué en 3 (3-OR). 

On enregistre un déplacement bathochromique de 6 nm, sur la bande I (358 ,29 nm), 

après l’addition de l’acétate de sodium indiquant la présence d’un OH libre en C-7. De plus la 

superposition des deux spectres (NaOAc et NaOAc+ H3BO3) prouve l’absence d’un système 

orthodihydroxylé dans le cycle A. 

 
Figure III.11: Spectre UV du composé TA2 

Son spectre de masse ESI-MS (Figure III.12), obtenu en mode positif, présente deux 

pics d'ions pseudomoléculaires à m/z = 366,9798 [M+Na]+ et 711,0505 [2M+Na]+, indiquant 

une masse moléculaire M= 344 uma correspondant à une formule brute en C18H16O7. La 

différence de masse entre les composés TA2 (M = 344) et TA1 (M = 328) est de l’ordre de 16 

uma, suggère la présence d’un oxygène en plus dans la structure du composéTA2. 
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Figure III.12 Spectre de masse ESI+ du composé TA2 

Une grande similitude est constatée entre le spectre RMN 1H de ce composé et celui du 

composé précédent TA1 (Figures III.13). En effet, on reconnaît facilement les protons : 

 H-3′/H-5′ (δH 6,95 ; d, J = 8,9 Hz) ; 

 H-2'/H-6' (δH 7,85; d, J = 8,9 Hz); 

 H-8 (δH 6,55, s) ; 

 Un proton fortement déblindé repéré à 12,8 (1H, s) correspondant au groupement 

hydroxyle en position 5 ; 

 Trois groupements méthoxyles sortant à δH 4,05 ; 3,95 (OMe-C6) et 3,92 (OMe-C4̍).  

La différence réside dans l’absence du signal de proton sortant à 6,62 ppm (H-3) sur le 

spectre RMN 1H (Figures III.13). 

Figure III.13 : Spectres RMN 1H des composés TA2 et TA1 (CDCl3) 
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L’attribution des groupements méthoxyles en C-3 et hydroxyle en C-7 a été faite en se 

basant sur l’analyse de la série spectrale UV et par comparaison avec les données de la 

littérature [124]. 

L’ensemble des données spectroscopiques (Tableau III.2) et la comparaison avec la 

littérature permettent d’identifier le composé TA2 comme étant 5,7-dihydroxy-3,6,4′-

triméthoxyflavone [124]. 

Ce composé, appelé aussi Santin, est décrit pour la première fois dans le genre Thymus. 

Antérieurement, il a été rencontré dans certaines espèces de la famille Asteraceae : 

Parthenium hysterophorus et Tanacetum parthenium [125,126]. Il est doté d’une activité 

antituberculeuse [127]. 

 
5,7-dihydroxy-3,6,4′-triméthoxyflavone (Santin) 

 

Tableau III.2 : Déplacements chimiques en RMN1H du composé TA2 dans CDCl3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Position δH (m, J en Hz)  Position δH (m, J en Hz) 

2 -  1′ - 

3 -  2′ 7,85 (d, 8,9) 

4 -  3′ 6,95 (d, 8,9) 

5 -  4′ - 

6 -  5′ 6,95 (d, 8,9) 

7 -  6′ 7,85 (d, 8,9) 

8 6,55 (s)  3-OMe 4,05 (s) 

9 -  6-OMe 3,95 (s) 

10 - 
 4′-OMe 3,92 (s) 

 5-OH 12,8 (s) 
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III.1.3 Identification structurale du composé TA3  

 

5,4′-dihydroxy-6,7-diméthoxy flavone (cirsimaritine) 

Ce composé nommé cirsimaritine est purifié sous forme d’une poudre jaune. Il est 

visible sous la lumière UV (254 et 366 nm). La présence d’une tache jaune sur CCM après 

révélation par une solution acide et chauffage, laisse supposer qu’il s’agit d’un flavonoïde. 

Son spectre UV (Figure III.14) obtenu dans le MeOH montre deux valeurs maximales 

d’absorbance à 280 et 344,56 nm, révélant qu’il s’agit d’une flavone. L’addition de NaOH 

provoque un effet bathochrome de +46 nm de la bande I (390,55 nm), ce qui permet de 

déduire que l’hydroxyle en position 4′ du cycle B est libre. On enregistre également un 

déplacement bathochromique de +10 nm de la bande I (355,43 nm) après l’addition de AlCl3, 

ce qui indique la présence d’un hydroxyle libre en position C-5. 

 

Figure III.14: Spectre UV du composé TA3 

Le spectre de masse ESI-MS de ce composé (figure III.15), enregistré en mode positif, 

donne deux pics d’ions pseudomoléculaires à m/z = 336,9692 [M+Na]+ et 651,0370 

[2M+Na]+correspondant à une masse moléculaire de 314 uma et une formule brute en 

C17H14O6.  
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Figure III.15: Spectre de masse ESI+ du composé TA3 

Le spectre RMN 1H du composé TA3 montre une allure semblable à celui du composé 

TA1 déjà caractérisé, notamment au niveau de la zone aromatique. L’unique différence réside 

au niveau du nombre de groupements méthoxyles du composé TA3 égale à 2, soit un 

méthoxyle en moins par rapport au composé TA1 (Figure III.16). 

 

Figure III.16: Spectres RMN 1H des composés TA3 et TA1 (CDCl3) 
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L’ensemble de ces données spectrales (Tableau III.3) et la comparaison avec celles 

rapportées dans la littérature [122] confirment que le présent composé est le 5,4′-dihydroxy-

6,7-diméthoxyflavone (cirsimaritine). Ce composé a été isolé antérieurement des espèces : 

Thymus serpyllum, T. herba-barona et T. vulgaris [23,41]. 

 
5,4′-dihydroxy-6,7-diméthoxyflavone  

Tableau III.3 : Déplacements chimiques en RMN 1H du composé TA3 dans CDCl3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

III.1.4 Identification structurale du composé TA4 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Apigénine 

Position δH (m, J en Hz)  Position δH (m, J en Hz) 

2 -  1′ - 

3 6,58 (s)  2′ 7,83 (d, 8,8) 

4 -  3′ 6,98 (d, 8,8) 

5 -  4′ - 

6 -  5′ 6,98 (d, 8,8) 

7 -  6′ 7,83 (d, 8,8) 

8 6,62 (s)  6-OMe 3,95 (s) 

9 -  7-OMe 3,98 (s) 

10 -  5-OH 12,8 (s) 
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Ce composé se présente sous forme d’une poudre jaune, il se colore en jaune après 

révélation par la vanilline sulfurique et chauffage à 100 °C. 

Le spectre UV (Figure III.17) du composé TA4 enregistré dans le méthanol révèle la 

présence d’une bande I à 350 nm relatif d'une flavone. Un déplacement bathochromique de la 

bande I après l’addition d’AlCl3, indique la présence d’un hydroxyle libre en position 5. 

 

Figure III.17: Spectre UV du composé TA4 

Le spectre de masse ESI-MS (Figure III.18) de ce composé, montre un pic d’ion 

pseudomoléculaire à m/z = 309 [M+K]+, correspondant à une masse moléculaire  

de 270 uma et une formule brute en C15H10O5, soit une différence de - 44 uma par rapport au 

composé TA3 déjà caractérisé. 

 

Figure III.18: Spectre de masse ESI-MS du composé TA4 
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Le spectre RMN 1H du composé TA4 enregistré dans le CD3OD (Figure III.19) montre 

de grandes similitudes à celui du composé précédent TA3, particulièrement au niveau des 

cycles B et C de la flavone. En effet, on identifie aisément les protons : 

 H-2'/H-6' et H-3'/H-5' du cycle B résonant respectivement à δH 7,40 (d, J = 8,8Hz) et 6,90 

(d, J = 8,8 Hz) ; 

 H-6 et H-8 du cycle A, repérés respectivement à δH 6,21 (sl) et 6,49 (sl) ; 

 Un signal singulet à δH 6,59 correspondant au proton H-3 ; 

 En outre, on remarque la disparition des signaux des deux groupements méthoxyles. 

 

Figure III.19: Spectres RMN 1H des composés TA4 et TA3 

En comparaison avec les données de la littérature le spectre RMN 13C (Figure III.20) de 

ce composé montre la présence de huit signaux de carbones quaternaires résonant à δC 164,6 

(C-2), 182,4 (C-4), 161,81 (C-5), 164,9 (C-7), 149,5 (C-9), 103,9 (C-10), 122,3 (C-1′) et δC 
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158 (C-4′), et cinq signaux de carbones méthines CH repérés à δC 102,4 (C-3), 98,7 (C-6), 

93,5 (C-8), 127,5 (C-2′/C-6′) et δC 115,3 (C-3′/C-5′) [128]. 

 

Figure III.20: Spectre RMN 13C du composé TA4 (CD3OD) 

L’ensemble des données spectrales obtenues permet d’attribuer sans ambigüité au 

composé TA4 la structure suivante 4′,5,7-trihydroxyflavone, connue sous le nom 

d’Apigénine. Elle a été isolé de différentes plantes du genre Thymus comme T. vulgaris, T. 

serpyllum, T. herba-barona, T. striatus, T. webbianus, T. glabrescens, T. praecox [23, 26], T. 

capitatus [24], T. hirtus, T. numidicus [31-32], T. piperella [45].Ce composé exhibe 

nombreux effets biologiques et pharmacologiques à savoir antimicrobien, antioxydant, 

antitumoral, anti-inflammatoire, antiprolifératif, antiviral et antidiabétique [129]. 

 

Apigénine 
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Les déplacements chimiques des protons et carbones du composé TA4 sont réunis dans  

le tableau III.4. 

Tableau III.4 : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA4 dans CD3OD 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

III.1.5 Identification structurale du composé TA5 

 

Acide p-hydroxybenzoïque 

Ce composé est isolé sous forme d’une poudre blanche. Il est visible sous la lumière UV 

à λ = 254 et 366 nm, ne montrant aucune coloration après pulvérisation de sa CCM par une 

solution d’acide et chauffage. 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

2 164,6 - 

3 102,4 6,59 (s) 

4 182,4 - 

5 161,8 - 

6 98,7 6,21 (sl) 

7 164,9 - 

8 93,5 6,49 (sl) 

9 149,5 - 

10 103,9 - 

1′ 122,3 - 

2′ 127,5 7,40 (d, 8,8) 

3′ 115,3 6,90 (d, 8,8) 

4′ 158 - 

5′ 115,3 6,90 (d, 8,8) 

6′ 127,5 7,40 (d, 8,8) 



                                                                                                 Partie III : Résultats et discutions                           

 

93 
 

Le spectre RMN 1H (Figure III.21) de ce composé indique sa simplicité par le nombre 

des signaux qu’il présente dans la zone aromatique. 

On observe deux signaux sous forme de doublet à δH 7,87 (2H, d, J = 8,8 Hz) et δH 

6,81(2H, d, J = 8,8 Hz) d’un système AA'BB' correspondant aux protons H-2/H-6 et H-3/ H5 

d’un cycle aromatique para substitué. 

 

Figure III.21: Spectre RMN 1H du composé TA5 

Ceci est clairement confirmé par l’observation sur le spectre RMN 13C J-modulé (Figure 

III.22) de deux pics sortant à 133,1 et 116,15 ppm plus intenses que les autres pics attestant de 

la présence de deux carbones pour chaque signal. On visualise aussi trois signaux de carbones 

quaternaires où l’un d’entre eux est attribué à un carbone d’une fonction acide en raison de 

son déplacement chimique déblindé à δC 170. 

 

Figure III.22: Spectre RMN 13C J-modulédu composé TA5 

       Les valeurs de déplacements chimiques de ces carbones et protons, comparées avec les 

données de la littérature [130], permettent d’attribuer au composé TA5 la structure d’Acide  

p-hydroxybenzoïque, isolé antérieurement des espèces Thymus vulgaris  et T. serpyllum [23]. 
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Ce composé et ses dérivés ont trouvé une large application comme conservateurs et 

stabilisants alimentaires (antioxydants). L'acide p-hydroxybenzoïque est principalement 

connu comme base pour la préparation de ses esters, connu sous le nom les parabènes, qui 

sont utilisés comme conservateurs dans les cosmétiques et quelques solutions ophtalmiques 

[131].  

 
Acide p-hydroxybenzoïque 

Les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont rassemblés dans 

le tableau III.5. 

Tableau III.5 : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA5 dans CD3OD 

 

 

 

 

 

 

 

III.1.6 Identification structurale du composé TA6 

 
Acide vanillique 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 122,5 - 

2 133,1 7,87 (d, 8,8) 

3 116,15 6,81 (d, 8,8) 

4 162,71 - 

5 116,15 6,81 (d, 8,8) 

6 133,1 7,87 (d, 8,8) 

7 170 - 
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Le composé TA6 est purifié sous forme d’une poudre blanche visible à la lumière UV 

(254 et 366 nm). Il donne une coloration jaune pâle après révélation de sa CCM par la 

vanilline sulfurique et chauffage. 

Ce qui est remarquable sur le spectre RMN 1H (Figure III.23) de ce composé (TA6) est 

l’absence de la symétrie au niveau du noyau aromatique en comparaison avec celui du 

composé précèdent (TA5) l’acide p-hydroxybenzoique. D’ailleurs, on visualise la présence 

d’un système de spins de type ABX où ses protons localisés à δH 7,59 (d, J = 1,8 Hz, H-2), 

6,77 (d, J = 8,2 Hz, H-5) et 7,50 (dd, J = 8,2 ; 1,8 Hz, H-6) sont caractéristiques d’un noyau 

aromatique 1,3,4-trisubstitué. Leurs carbones sont assignés respectivement à δC115,6 (C-2), 

114,1 (C-5) et 122(C-6) selon l’expérience HSQC (Figure III.24). 

 
Figure III.23 : Spectre RMN 1H du composé TA6 (CD3OD) 

On observe aussi un signal singulet d’intégration 3H sortant à δH 3,9 correspondant à un 

groupement méthoxyle. Son carbone est assigné à δC 56,7 selon l’expérience HSQC (Figure 

III.24). 

 
Figure III.24: Spectre HSQC du composé TA6 
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L'analyse du spectre COSY H-H (Figure III.25) de ce composé indique les couplages 

scalaires entre les protons H-5/H-6 et H-2/H-6. 

 
Figure III.25: Spectre COSY H-H du composé TA6 

Le spectre RMN 13C du composé TA6 (Figure III-26) présente les signaux de 8 atomes de 

carbone : 

 Trois CH aromatiques apparaissant à δC 115,6 (C-2), 114,1 (C-5) et 122,0 (C-6) ; 

 Quatre carbones aromatiques quaternaires à δC 123,9 (C-1), 153,1 (C-3), 149,6 (C-4) et 

170,0 (C-7) ; 

 Un groupement méthoxyle détecté à δC 56,7. 

 

Figure III.26 Spectre RMN13C du composé TA6 
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Toutes ces données spectrales nous conduisent à identifier ce composé comme étant 

l’Acide vanillique. Cette attribution est confirmée par la comparaison avec les données de la 

littérature [132]. 

 

Acide vanillique 

Ce composé a été trouvé antérieurement dans les espèces Thymus vulgaris, T. serpyllum 

[23] et T. capitatus [24]. Il est utilisé comme agent aromatisant. C'est une forme oxydée de la 

vanilline.  La plus grande quantité d'acide vanillique se trouve dans les racines d'Angelica 

sinensis, une herbe indigène de la Chine, qui est utilisée dans la médecine traditionnelle 

chinoise pour reconstituer le sang, traitement des menstruations anormales et d’autres 

maladies féminines [133,134].  

Les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont regroupés dans 

le tableau III.6. 

Tableau III.6 : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA6 dans CD3OD 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 123,9 - 

2 115,6 7,59 (d, 1,8) 

3 153,1 - 

4 149,6 - 

5 114,1 6,77 (d, 8,2) 

6 122 7,50 (dd, 8,2; 1,8) 

7 170 - 

3-OMe 56,7 3,9 (s) 
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III.1.7 : Identification structurale du composé TA7 

 

 

Acide gallique 

Le composé TA7 a été obtenu sous forme d’une poudre blanche. Il est visible sous UV 

(254 et 366 nm) et donne une coloration bleue après pulvérisation de sa CCM par une solution 

acide et chauffage. 

L’analyse de son spectre de masse (ESI-MS), en mode négatif (Figure III.27) a permis 

la détermination de sa masse moléculaire à 170 uma, grâce aux deux pics d’ions 

pseudomoléculaires observés à m/z = 339 [2M-H]- et 169 [M-H]-, soit une masse moléculaire 

de 170 uma correspondant à une formule brute en C7H6O5 suggérant la présence de 5 

insaturations. Ces constatations sont en faveur d’un composé phénolique. 

 

 

Figure III.27 : Spectre de masse ESI- du composé TA7 

Le spectre RMN 1H, enregistré dans CD3OD (Figure III.28) montre la présence d’un 

seul signal à δH 7,02 (2H, s) suggérant une symétrie et une substitution élevée au niveau du 

noyau aromatique. 
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FigureIII.28: Spectre RMN1H du composé TA7 

Ce constat est supporté aisément par l’analyse du spectre RMN 13C J-modulé (Figure 

III.29) du composé TA7 qui montre 5 signaux répartis comme suit : 

 Un signal intense à δC 108,8 correspondant à deux CH aromatiques C-2/C-6 ; 

 Un autre signal sortant à δC 145,5 correspondant aux deux carbones quaternaires C-3/C-5 ; 

 Deux signaux résonant à δC 121,2 et 137,8 attribuables respectivement au carbone 

quaternaire C-1 et au carbone oxygéné C-4 ; 

 Le carbone résonant à δC 168,16 est celui d’un groupement acide COOH.  

Ces attributions ont été confirmées par comparaison avec les données de la littérature [135]. 

 

Figure III.29: Spectre RMN13C J-modulé du composé TA7(CD3OD) 

Le composé TA7 est, par conséquent, identifié comme étant un dérivé de l’acide 

benzoïque constitué d’un noyau aromatique porteur de trois groupements hydroxyles et d’un 

groupement carboxyle connu sous le nom acide gallique. 
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Acide gallique 

L’acide gallique est un composé polyhydroxyphénolique, isolé antérieurement des 

espèces : Thymus vulgaris, T. webbianus et T. capitatus [23,24]. Il est utilisé comme piégeur 

de radicaux libres et comme inducteur de différenciation et apoptose dans la leucémie, le 

cancer du poumon et les lignées de cellules d'adénocarcinome du côlon, ainsi que dans les 

lymphocytes normaux cellulaires [136]. 

Les déplacements chimiques des protons et carbones du composé TA7 sont réunis dans le 

tableau III.7. 

Tableau III.7 : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA7 dans CD3OD 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

III.1.8 Identification structurale du composé TA8 

 
Acide rosmarinique 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 121,2 - 

2 108,2 7,02 (s) 

3 145,5 - 

4 137,8 - 

5 145,5 - 

6 108,2 7,02(s) 

7 168,2 - 
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Le composé TA8 se présente sous forme d’une poudre beige soluble dans le méthanol. 

Ce composé est visible sous la lumière UV (254 et 366 nm). Il se colore en marron après 

révélation de sa CCM par la vanilline sulfurique et chauffage. 

Le spectre de masse ESI-MS du composé TA8 enregistré en mode négatif (Figure 

III.30) montre deux pics d'ions pseudomoléculaires à m/z = 359,07681 [M-H]- et 719,16058 

[2M-H]-. Ceci correspond à une masse moléculaire de 360 uma et une formule brute en 

C18H16O8. 

 

Figure III.30 : Spectre de masse ESI-MS (mode négatif) du composéTA8 

On observe sur le spectre RMN 1H effectué dans CD3OD (Figure III. 31) la présence de 

deux signaux résonant à δH 7,52 et 6,29 sous forme d’un doublet (d, J=15,9Hz) et s’intégrant 

pour un proton chacun, correspondant à deux protons oléfiniques nommés H-7′ et H-8′. La 

grande constante de couplage indique une géométrie trans de la double liaison. 

L’analyse des spectres RMN 1H et COSY (Figure III. 34) montre la présence de deux 

noyaux aromatiques 1,3,4-tri substitués grâce à la présence de deux systèmes de spins ABX 

constitués de trois protons aromatiques [137]. Le premier à δH 6,78 (d, J = 2 Hz), δ 6,68 (d, J 

= 8 Hz) et δ 6,65 (dd, J = 8 ; 2 Hz) attribuables aux protons désignés (H-2, H-5 et H-6) 

respectivement et le deuxième à δH 7,04 (d, J = 2 Hz), δH 6,94 (dd, J = 8,3 ; 2 Hz) et δH 6,78 

(d, J = 2 Hz) correspondant aux protons (H-2′, H-6′ et H-5′). Leurs carbones sont assignés par 

l’analyse du spectre HSQC (Figure III.32) à δC 116,2, 114,9 et 120,6 d’une part et d’autre part 

à δC 113,7, 121,5 et 115,1 respectivement. 
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Figure III.31: Spectre RMN1H du composé TA8 (CD3OD) 

 

 

Figure III.32 Spectre HSQC du compose TA8 

En plus de ces signaux, le spectre RMN 1H de ce composé montre trois signaux de protons qui 

forment un seul système de spins d’après l’expérience COSY H-H (Figures III.33 et III.34). 

Deux doublet de doublet dont l’un résonne à δH 2,94 (1H, dd, J=14,3; 9,8) et l’autre à δH 3,12 

(1H, dd, J=14,3; 3,3) assignés aux protons géminés H2-7 et un doublet de doublet déblindé 

résonant à δH 5,11 (1H, dd, J=9,8; 3,3Hz) attribué au proton oxyméthine H-8.  

Ce dernier décrit des couplages correspondant sur le spectre COSY H-H (Figure III.34). 

L’expérience HSQC (Figure III.32) permet d’attribuer les déplacements chimiques de ces 

carbones. 
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Figure.III.33 Couplages COSY H-H des protons H2-7 et H-8  

 

Figure III.34: Spectre COSY H-H du composé TA8 

Sur le spectre RMN 13C (Figure III.35), on distingue facilement les signaux relatifs aux 

deux cycles aromatiques notamment : 

 Six signaux correspondant aux six méthines à δC 116,2 (C-2), 114,9(C-5), 120,4 (C-

6), 113,7(C-2′), 115,1(C-5′) et 121,5(C-6′) ;  

 Quatre carbones oxygénés à δC 144,8 (C-3) ; 143,8 (C-4) ; 145,1 (C-3′) et 148 (C-4′) ;  

 Deux carbones quaternaires résonant à δC 130 (C-1), et 126,8 (C-1′). 

On visualise aussi la présence de : 

 Deux carbones oléfiniques sont localisés à δC 145 et 114,5 ; 

 Un carbone du groupement COOH qui apparait à δC 177,2; 

 Un carbone d’une fonction ester δC 168 ; 

 Un carbone d’une fonction alcool à δC 77,4 ; 

 Un carbone méthylène à δC37,5.  
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Figure III.35 : Spectre RMN13C du composé TA8 

L’attribution des protons et carbones constituant le composé TA8 est effectuée par 

analyse des couplages hétéronucléaires longue distance en 2Jet 3J. En effet, le spectre HMBC 

(Figures III.36 et III.37) permet de visualiser les couplages entre : 

 Le proton oléfinique H-8′ et le carbone quaternaire aromatique C-1′ (126,8 ppm) ; 

 Le deuxième proton oléfinique H-7′ et le carbone C-2′. Ce proton corrèle aussi avec un 

carbone résonnant à δC 168 attribuable à un carbonyle d’une fonction ester C-9′ ; 

 Les protons H-2′ et H-6′ du cycle aromatique et le carbone éthylénique C-7′. 

 

Figure III.36: Corrélations HMBC des protons et carbones oléfiniques 
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Figure III.37 : Spectre HMBC du composé TA8 

A ce stade, les constantes spectrales obtenues sont caractéristiques d’une unité acyle 

appelée caffèoyle (Figure III.38). 

 

Figure III.38: groupement caffèoyle 

 

Pour le deuxième cycle aromatique, le même spectre (Figure III.37) montre des 

couplages entre (Figure III.39) : 

 Le proton H-2 et les carbones C-6 et C-4 ; 

 Le proton H-5et les carbones C-1 et C-3 ; 

 Les protons H2-7 avec les carbones C-1 et C-2. 
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Figure III.39: Corrélations HMBC de la deuxième partie du composé TA8    

L'ensemble de ces attributions, la comparaison des données spectroscopiques avec 

celles de la littérature [138, 139] et la mesure du pouvoir rotatoire [α]D=+ 73,3° (C= 0,2, 

MeOH), sont en faveur de la structure d’acide rosmarinique. 

 

Acide rosmarinique 

Le nom de ce composé vient du nom de la plante à partir de la quelle il a été isolé pour 

la première fois, le romarin (Rosmarinus officinalis) en 1958 [140]. Il a été trouvé 

antérieurement dans plusieurs espèces de genre Thymus: T. vulgaris, T. serpyllum, T. sipyleus, 

T. quinquiecostatus, T. glabrescens, T. pulegioides, T. comosus et T. capitatus [33]. 

L’acide rosmarinique a une gamme d’activités biologiques bénéfiques, telles que anti-

inflammatoire, antioxydant, antiapoptotique et antifibrotique [141-143]. 

Les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont illustrés dans le 

tableau III.8.  
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Tableau III.8: Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA8 dans CD3OD  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

III.1.9 Identification structurale du composé TA9 

 

Acide oléanolique 

Le composé TA9 est purifié sous forme d’une poudre blanche amorphe, soluble dans le 

MeOH. 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 130 - 

2 116.2 6,78 (d, 2) 

3 144,8 - 

4 143,8 - 

5 114,9 6,68 (d, 8) 

6 120,4 6,65 (dd, 8 ; 2) 

7a 37,5 3,12 (dd, 14,3 ; 3,3) 

7b 37,5 2,94 (dd, 14,3; 9,8) 

8 77,4 5,11 (dd, 9,8; 3,3) 

9 177,2 - 

1′ 126,8 - 

2′ 113,7 7,04 (d, 2) 

3′ 145,1 - 

4′ 148 - 

5′ 115,1 6,78 (d, 2) 

6′ 121,5 6,94 (dd, 8,3 ; 2) 

7′ 145 7,52 (d, 15,9) 

8′ 114,5 6,29 (d, 15,9) 

9′ 168 - 
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II est invisible sous la lumière UV (254 et 366 nm) et il donne une tache rouge après 

révélation de sa CCM par l’acide sulfurique et chauffage à 100 °C. 

Le spectre de masse ESI-MS du composé TA9, enregistré en mode positif (Figure 

III.40), révèle deux pics d'ions pseudomoléculaires à m/z = 479,3 [M+Na]+ et 935,6 

[2M+Na]+, soit une masse moléculaire de 456 uma. Ce qui nous permet d’attribuer à cette 

molécule la formule moléculaire C30H48O3 ayant 7 degrés d’insaturation. Cette formule brute 

est en faveur d’un composé de type triterpène. 

 
Figure III.40: Spectre de masse ESI-MS (mode positif) du composé TA9 

L’analyse du spectre RMN 1H (Figures III.41 et III.42) de ce composé, montre dans  

la région blindée sept singulets fins, s’intégrant pour trois protons chacun, attribuables aux 

méthyles résonant à δH 0,98, 0,78, 0,92, 0,80, 1,15, 0,91 et 0,94. Leurs carbones sont détectés 

par l’analyse du spectre HSQC (Figure III. 43) à δC 28,3 ; 15,8 ; 15,5 ; 17,1 ; 26,1 ; 33,3 et 

23,7 respectivement. Ils correspondent aux sept méthyles angulaires d’un squelette 

triterpénique pentacyclique.  

 

Figure III.41 : Spectre RMN 1H des méthyles du composé TA9 
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De plus, on observe trois signaux déblindés à δH 5,27 (t, J=3,5 Hz), 3,18 (dd, J = 10; 6,2 Hz) 

et 2,84 (dd, J=13,6 ; 4,1 Hz) attribuables respectivement au proton éthylénique H-12, et aux 

protons oxyméthine H-3 et méthine H-18, des triterpènes pentacycliques de type oléan-12-ène 

corrélant aves leur carbones à δC 122,8 (C-12) ; 79,1 (C-3) et 41,7 (C-18) respectivement sur 

le spectre HSQC J-modulé (Figure III.43). Le déplacement chimique du proton H-18 (δH 

2.84) est significatif à la présence d’un groupement carbonyle en C-28 (acide ou ester). 

 

Figure III.42: Spectre RMN1H du composé TA9 (CDCl3 + CD3OD) 

 

Figure III.43 : Spectre HSQC J-modulé du composé TA9 

Sur le spectre RMN 13C J-modulé (Figures III.44), les signaux des carbones suivants 

sont observés : 

 Sept méthyles résonant à δC 15,5 ; 15,8 ; 17,1 ; 23,7 ; 26,1 ; 28,3 et 33,3 ; 

 Un ensemble de carbones résonant entre 18 et 56 ppm, attribuables aux CH2, CH et C 

quaternaires ; 

 Les carbones éthyléniques C-12 et C-13 de la double liaison résonnent respectivement 

à δC 122,8 et 144,6 ; 
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 Un carbonyle à δC 181,5 attribuable à un acide ; 

 Le carbone d’oxyméthine C-3 à δC 79,1. 

 

Figure III.44 : Spectre RMN13C J-modulé du composé TA9 (CDCl3 + CD3OD) 

A partir des protons caractéristiques identifiés précédemment, l’expérience COSY H-H 

(Figures III.45 et III.46) permet de localiser les déplacements chimiques de plusieurs protons 

de la génine triterpénique. On reconnait entre autres: 

 Les deux protons H2-2 (δH 1,58) à partir de leurs corrélations avec le proton H-3 connu ; 

 Les protons H2-1 (δH 1,60; 0,97) couplant avec les protons H2-2 ;  

 Les protons H2-11(δH 1,88) à partir de leur couplage avec le proton éthylénique H-12;  

 Les deux protons géminés H2-19 (δH 1,65; 1,15) présentant des couplages avec H-18.  

 
Figure III.45 : Spectre COSY H-H du composé TA9 
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Figure III.46: Couplages COSY 

Le spectre HMBC (Figure III.47) révèle un couplage en 3J entre le proton oxyméthine 

H-3 (δH 3,18 ; dd ; J= 10; 6,2 Hz) et les deux groupements méthyles à δC 28,3 et 15,8 ne 

pouvant être que les deux méthyles géminés Me-23 et Me-24, leurs protons sont repérés par 

HSQC à δH 0,98 et 0,78 respectivement, aussi ce proton couple avec deux groupements 

méthylènes à δC 38,7 et 27, correspondant aux carbones C-1 et C-2 du cycle A. 

 

Figure III.47: Partie du spectre HMBC indiquant les corrélations du proton oxyméthine H-3 

De plus, le spectre HMBC (Figure III.48) montre des couplages entre les protons des 

deux groupements méthyles Me-23 et Me-24 et un carbone méthine à δC 55,7 qui ne peut être 

que le carbone C-5, son proton est localisé par HSQC à 0,92 ppm (Figure III.43). Ce carbone 

couple aussi avec un méthyle à δC 15,5 correspondant au Me-25. Ses protons sont déterminés 

par HSQC à 0,92 ppm. 

Les protons du groupement méthyle en position C-25 couplent en HMBC avec un 

carbone quaternaire à 37,4 ppm attribuable au carbone C-10 et un carbone méthine à 48,1 

ppm ne pouvant être que le carbone C-9 du cycle B. Ce dernier corrèle sur le spectre HMBC 

(Figure III.48) en 3J avec deux groupements méthyles à δH 0,92 (s, 3H, Me-25) et à δH 0,8 (s, 

3H, Me-26). Les protons de ce dernier couplent en HMBC avec C-9 déjà détecté et trois 



                                                                                                 Partie III : Résultats et discutions                           

 

112 
 

carbones : un groupement méthylène à δC 32,9 et deux carbones quaternaires à δC 39,1 et 42,1. 

Ils correspondent aux carbones C-7, C-8 et C-14. Les protons du carbone C-7 sont identifiés 

par HSQC à δH 1,75 (m, H-a) et 1,57 (m, H-b). 

 

Figure III.48 : Corrélations HMBC des groupements méthyles (Me-23-Me26) 

D’autres corrélations sont visualisées entre les deux carbones quaternaires C-8 et C-14 

et des protons d’un méthyle à δH 1,15 sous forme d’un singulet, qui correspond au Me-27, son 

carbone est détecté par HSQC (Figure III.43) à δC 26,1. Aussi, les protons de ce groupement 

méthyle (Me-27) couplent en HMBC (Figure III.49) avec un carbone éthylénique quaternaire 

à δC 144,6 attribuable au carbone C-13 du cycle C. 

 

Figure III.49 : Corrélations HMBC du groupement méthyle (Me-27) 
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Le proton éthylénique H-12 (5,27, t) montre des taches de corrélation sur le spectre 

HMBC (Figure III. 50) avec les deux carbones quaternaire C-9 et C-14 déjà identifiés et avec 

un groupement  méthylène à δC 23,8 ne pouvant être que le carbone C-11. L’un des protons de 

ce carbone est identifié par HSQC à δH 1,88 (dt, J = 7,1; 3,5 Hz) couplant en HMBC avec C-

9, C-12 et C-13.  A cette étape d’interprétation tous les protons et carbones des cycles A, B et 

C ont été déterminés.  

 

Figure III.50 : Corrélations HMBC des protons H-11 et H-12 

On observe aussi sur le spectre HMBC (Figure III.49) un couplage en 3J des protons du 

groupement méthyle CH3-27 avec un carbone méthylène CH2-15 (δC 28,1). Ses protons sont 

localisés à δH 1,73 (m, H-15a) et δH 1,07 (m, H-15b) par HSQC (Figure III.51). 

 

 

Figure III.51 : Spectre HSQC du composé TA9 
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Le spectre COSY (Figure III.52) montre les couplages suivants : H-15a/H-15b, H-

15a/H-16a (δH 1,98, td, J = 13,5, 3,9 Hz), H-15b/H-16a, H-16a/H-16b (δH 1,61, m). Le spectre 

HSQC (Figure III.51) permet d’attribuer le déplacement chimique du carbone C-16 à δC 23,4. 

 

Figure III.52 : Corrélation COSY entre les protons H2-15 et H2-16 du composé DE9 

Le proton méthine H-18 assigné précédemment couple en HMBC avec les deux 

carbones éthyléniques C-12 et C-13 et avec un carbone quaternaire à δC 46,8 ne pouvant être 

que le carbone C-17et aussi avec le carbone d’acide à 181,5 ppm (C-28). Ce dernier corrèle à 

son tour avec les protons H-15a et H-16a, impliquant ainsi la formation d’un cycle à six 

chainons D (Figure III.53).  

 

Figure III.53 : Corrélations HMBC des protons H-18, H-15 et H-16 
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Sur le spectre HMBC (Figure III.54) de ce composé, on observe des tâches de 

corrélation entre les protons du groupement méthyle M-29 à 0,91 ppm et le carbone C-19 déjà 

détecté et trois carbones à δC 30,9 ; 34,2 et 23,7 correspondant aux C-20 et C-21 et le 

groupement méthyle Me-30 respectivement. Aussi, les protons de ce dernier (Me-30) résonant 

à 0,94 ppm couplent avec le carbone C-20. Les protons H2-21 sont assignés à 1,36 (m, H-21a) 

et 1,20 (m, H-21b) par analyse de l’expérience HSQC. 

Une autre corrélation est visualisée entre le proton H-21 résonant à 1,36 ppm et un 

carbone méthylène sortant à δC 33,2 ne pouvant être que le carbone C-22 (Figure III.54). Les 

protons de ce carbone sont identifiés par HSQC à δH 1,48 (H-22a, m) et 1,31 (H-22b, m). 

 

Figure III.54 : Corrélations HMBC des protons H-21, H-29 et H3-30 

L’ensemble de ces données (tableau III.9) ainsi que la comparaison avec celles de la 

littérature [144], conduisent à l’identification du composé TA9 comme étant l’acide 

oléanolique. 

 
Acide oléanolique 
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L’acide oléanolique est particulièrement répandu dans les plantes appartenant à la 

famille Oleaceae, parmi lesquelles l’olivier (Olea europaea) [145]. Ce composé a été 

antérieurement isolé de plusieurs espèces du genre Mentha (Lamiaceae): M. citrata, M. 

arvensis var. piperascens MAL, M. spicata et M. rotundifolia [146]. Il est connu pour ses 

activités antibactérienne, antidiabétique et anti-inflammatoire et pour la protection du foie. En 

outre, il présente des activités antitumorale, anti-hyperlipidémie et antimicrobienne [147-148]. 

Tableau III.9: Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du Composé TA9 dans (CDCl3 

+CD3OD) 

 

 

Position δC 

(ppm) 

δH (m, J en Hz)  Position δC 

(ppm) 

δH (m, J en Hz) 

1 38,9 1,60 (m, H-a) 

0,97 (m, H-b) 

 16 23,4 1,98 (td, 13,5; 3,9 H-a) 

1,61 (m, H-b) 

2 27,1 1,58 (m)  17 46,8 - 

3 79,1 3,18 (dd, 10; 6,2)  18 41,7 2,84 (dd, 13,6; 4,1) 

4 39,7 -  19 46,4 1,65 (m, H-a) 

1,15 (m, H-b) 

5 55,7 0,75 (dl, 10)  20 30,9 - 

6 18,7 1,54 (m, H-a) 

1,37 (m, H-b) 

 21 34,2 1,36 (m, H-a) 

1,20 (m, H-b) 

7 32,9 1,75 (m, H-a) 

1,57 (m, H-b) 

 22 33,2 1,48 (m, H-a) 

1,31 (m, H-b) 

8 39,1 -  23 28,3 0,98(s) 

9 48,1 1,58 (m)  24 15,8 0,78 (s) 

10 37,4 -  25 15,5 0,92 (s) 

11 23,8 1,88 (dt, 7,1; 3,5)  26 17,1 0,80 (s) 

12 122,8 5,27 (t, 3,5 )  27 26,1 1,15 (s) 

13 144,6 -  28 181,5 - 

14 42,1 -  29 33,3 0,91 (s) 

15 28,1 1,73 (m, H-a) 

1,07 (m, H-b) 

 30 23,7 0,94 (s) 
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III.1.10 Identification structurale du composé TA10 

 
β-sitostérol 

Le composé TA10 est obtenu sous forme d’une poudre blanche, soluble dans le 

chloroforme. II est invisible sous la lumière UV (254 et 366 nm) et se colore en rose après 

pulvérisation de sa CCM et chauffage à 100°C. 

Le spectre de masse ESI-MS du composé TA10 enregistré en mode négatif (Figure 

III.55) montre un pic d'ion pseudomoléculaire à m/z = 413,27 [M-H]-. Ceci correspond à une 

masse moléculaire de 414 uma et une formule brute en C29H50O. Ces données préliminaires et 

la comparaison de sa CCM avec un échantillon témoin plaident en faveur d’une structure de 

type phytostérol. 

 

Figure III.55: Spectre de masse ESI-MS (mode négatif) du composé TA10 

L'examen de son spectre RMN 1H (Figure III.56) enregistré dans le CDCl3 montre la 

présence des signaux caractéristiques des phytostérols notamment : 

[M-H]- 413,27 
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 Un doublet de doublet à δH 5,45 (1H , dd, J= 5,2; 2,3Hz) correspondant au proton 

éthylénique H-6 ; 

 Un triplet de triplet d’intégration 1H à δH3,59 (1H , tt, J= 11,3; 5,1Hz) attribuable à un 

proton d’un groupement hydroxyméthine CH-3 d’un stérol ; 

 Six méthyles résonant à δH 1,05 (Me-19), 0,97 (Me-21), 0,72 (Me-18), 0,88 (Me-26), 0,86 

(Me-27) et 0,90 (Me-29) d’un phytostérol. 

Une série de pics très dense se situant entre 0,7 et 2,4 ppm, suggérant la présence d'un nombre 

élevé de groupements méthylènes et méthines. 

 

Figure III.56 : Spectre RMN 1H du composé TA10 (CDCl3) 

Le spectre RMN 13C J-modulé (Figure III.57) présente des signaux de carbones 

caractéristiques des phytostéroles.  

 Deux carbones résonant à δC 140,7 et 121,7 correspondant aux carbones éthyléniques C-5 

et C-6 respectivement ; 

 Un carbone hydroxylé à δC 71,8 assigné au carbone C-3 ; 

 Six groupements méthyles à δC 11,8 ; 19,4 ; 18,8 ; 19,8 ; 19,0 et 11,9 attribués aux 

carbones C-18, C-19, C-21, C-26, C-27 et C-29 respectivement ; 
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Figure III.57: Spectre RMN 13C du composé TA10 (CDCl3) 

L’ensemble des données spectroscopiques (tableau III.10) du composé TA10 sont 

conformes à celles de la littérature [149]. 

 

β-sitosterol 

Le β-sitostérol a été isolé de l’espèce Mentha longifolia (Lamiaceae) [150]. Il a fait 

l’objet de nombreuses études pharmacologiques révélant qu’il possède des propriétés 

antibactérienne, antitumorale [151], antipyritique, immunomodulatrice et anti-iflammatoire 

[152]. 
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Tableau III.10 : Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé TA10 dans CDCl3 

 

 

III.2 Conclusion 

Ce travail décrit une étude phytochimique effectuée sur les parties aériennes d’une plante 

médicinale appelée Thymus algeriensis Boiss. & Reut de la famille Lamiaceae. Cette 

investigation phytochimique a porté sur les extraits CHCl3 et n-BuOH de cette espèce et a 

permis d’isoler et d’identifier dix produits naturels dont quatre flavonoïdes, quatre acides 

phénoliques et deux triterpénoïdes se répartissant comme suit: 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz)  Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 37,2 1,90 (m, H-a) 

1,15 (m, H-b) 

 16 28,2 1,90 (m, H-a) 

1,30 (m, H-b)  

2 31,6 1,88 (m, H-a) 

1,57 (m, H-b) 

 17 56,0 1,15 (m) 

3 71,8 3,59 (tt, 11,3 ; 5,1)  18 11,8 0,72 (s) 

4 42,3 2,36 (dd, 13,1 ;5,1Ha) 

2,29 (t, 13,1 H-b) 

 19 19,4 1,05 (s) 

 

5 140,7 -  20 36,1 1,40 (m) 

6 121,7 5,45 (dd, 5,2; 2,3)  21 18,8 0,97 (d, 6,5) 

7 31,8 2,08 (m, H-a) 

1,56 (m, H-b) 

 22 33,9 1,48 (m, H-a) 

1,31 (m, H-b) 

8 31,7 1,49 (dd, 11,2; 4,6)  23 26,0 1,21 (m) 

9 50,1 0,97 (m)  24 45,8 0,97 (m) 

10 36,5 -  25 29,1 0,72 (m) 

11 21,1 1,55 (m, H-a) 

1,53 (m, H-b) 

 26 19,8 0,88 (d, 6,8) 

12 39,7 2,08 (m, H-a) 

1,22 (m, H-b) 

 27 19,0 0,86 (d, 6,8) 

13 42,2 -  28 23,0 1,32 (m, H-a) 

1,29 (m, H-b) 

14 56,7 1,00 (m)  29 11,9 0,90 (t, 6 ,5) 

15 

 

21,1 1,63 (m, H-a) 

1,11 (m, H-b) 
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 Quatre flavonoïdes : 

 5-hydroxy-6,7,4′-triméthoxyflavone (Salvigénine) ; 

 5,7-dihydroxy-3,6,4′-triméthoxyflavone (Santin) ; 

 5,4′-dihydroxy-6,7-diméthoxyflavone (Cirsimaritine) ; 

 Apigénine. 

 Quatre acides phénoliques : 

 Acide p-hydroxybenzoïque ; 

 Acide vanillique ; 

 Acide gallique ; 

 Acide rosmarinique. 

 Deux triterpénoides : 

 Acide oléanolique ; 

 β-sitostérol. 
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III.3Caractérisation structurale des produits obtenus de D. erucoides 

Plusieurs techniques de purification ont été appliquées sur les deux extraits AcOEt et n-

butanol, conduisant ainsi à l’isolement de 8 composés naturels purs. 

      Les produits isolés ont été caractérisés par les méthodes d’analyses spectroscopiques 

RMN 1D du proton et carbone, RMN 2D conjuguant les expériences COSY H-H, HSQC et 

HMBC, la spectrométrie de masse ESI, la mesure du pouvoir rotatoire et la comparaison avec 

les données de la littérature. 

III.3.1 Identification structurale du composé DE1 

 

Kaempférol3-O-[α-L-rhamnopyranosyl (1-2)-β-D-xylopyranosyl]-7-O-α-L-

rhamnopyranoside 

Ce composé est isolé sous forme de cristaux jaunes solubles dans le méthanol. Il 

présente une tache visible sous la lumière UV à 254 et 366 nm. La coloration jaune foncé de 

cette tache après révélation de la CCM par une solution d’acide sulfurique et chauffage à 100 

°C laisse supposer qu’il s’agit d’un flavonoïde. La fluorescence violette sombre de ce 

composé sous la lampe UV à 366 nm suggère qu’il s’agit d’une flavone ou flavonol substitué 

en 3 (3-OR). 

Le spectre de masse ESI-MS du composé DE1 enregistré en mode négatif (Figure 

III.58) montre la présence d’un pic d'ion pseudomoléculaire à m/z =709,1985 [M-H]- donnant 

une masse moléculaire de 710 uma et correspondant à une formule brute en C32H38O18. 
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 Figure III.58: Spectre de masse ESI-MS (mode négatif) du composé DE1  

L'examen du spectre RMN 1 H, enregistré dans le MeOD (Figure III.59) du composé 

DE1 révèle la présence : 

 Des signaux de protons aromatiques résonant entre 6,4 et 8,1 ppm ; 

 Trois signaux d’intégration 1H chacun localisés à δH 5,63 (H-1'', d, J = 7 Hz), 5,56 (sl) et 

5,22 (sl), caractéristiques de protons anomères de 3 unités osidiques ; 

 Plusieurs signaux entre 3 et 4 ppm caractéristiques de protons osidiques ; 

Toutes ces données laissent supposer que le composé DE1 est un flavonoïde glycosylé. 

 

Figure III.59: Spectre RMN 1H du composé DE1 
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L’analyse conjointe des spectres RMN 1H, COSY H-H (Figure III.60) et HSQC J-

modulé (Figure III.61) met en exergue : 

 Deux signaux sous forme de doublet chacun à δH 8,06 (2H) et 6,91 (2H) avec une 

constante de couplage J = 8,5 Hz traduisant un couplage de type ortho correspondant à 

quatre protons d’un noyau aromatique parasubstitué. Selon le spectre COSY H-H, ces 

protons appartiennent à un même système de spins, attribuables aux protons H-2'/H-6'et 

H-3'/H-5' respectivement du cycle B du flavonoïde. Leurs carbones sont détectés par 

l’analyse du spectre HSQC à δC 116,2 (C-3' et C-5') et 132,2 (C-2' et C-6'). 

Deux signaux à δH 6,46 (1H, d, J = 1,5 Hz) et 6,75 (1H, sl), attribués respectivement aux 

protons H-6 et H-8 du cycle A de flavonoïde. Ceci est confirmé par expérience COSY H-

H (Figure III.60). Leurs carbones sont assignés par l’examen du spectre HSQC à δC 100,5 

(C-6) et 95,5 (C-8). 

 

 

Figure III.60 : Spectre COSY H-H de l’aglycone du composé DE1 



                                                                                                 Partie III : Résultats et discutions                           

 

125 
 

Figure III.61: Spectre HSQC du composé DE1 

A l’issue de cette première analyse, il apparait bien que le composé DE1, est un 

flavonol de type kaempférol porteur de trois unités osidiques dont il reste à identifier et 

confirmer leur nature ainsi que leur point de branchement sur l’aglycone. 

 Identification de la partie aglycone  

L’expérience HMBC (Figure III.63) conduit à l’établissement des principaux couplages 

hétéronucléaires H/C à longue distance du composé DE1. En effet, ce spectre permet de 

visualiser les corrélations suivantes (Figures III.62) : 

 Les protons H-2′/H-6′ avec les carbones quaternaires C-2 (δC 159,1) et C-4'(δC 161,7) ; 

 Les protons H-3’/H-5’et le carbone quaternaire résonant à δC 122,7 attribuable au carbone C-

1' ; 

 Le proton H-8 (δH 6,75) et quatre carbones dont trois quaternaires à δC 100,5 ; 107,5 ; 158 et 

163,5 attribuables respectivement aux carbones C-6, C-10, C-9 et C-7. Ces deux derniers sont 

oxygénés ;  

 Le proton H-6 (δH 6,46) et quatre carbones C-10, C-7 déjà identifiés et C-5, C-8 résonant à δC 

163 et 95,5 respectivement.  

Le spectre HMBC permet d’observer également les couplages H-6'/C-2', H-5'/C-3', H-

3'/C-5' et H-2'/C-6'. 
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Figure III.62: Corrélations HMBC de la partie génine du composé DE1 

 

Figure III.63: Spectre HMBC de la partie génine du composé DE1 

Ces attributions permettent à ce stade de confirmer que la génine de cette molécule est 

de type kaempférol. 
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 Partie osidique 

L’analyse du spectre COSY (Figures III.64) permet d’identifier un premier système de 

spins à six protons appartenant à un pentose dont l’anomère H-1" résonne à δH 5,63  

(d, J = 7 Hz). Le proton H-2" [δH 3,66 (t, J = 7,5 Hz)] corrèle avec le proton anomère H-1" et 

avec le proton H-3" [δH 3,51 (t, J = 9,5 Hz)]. Le proton H-4" résonant sous forme d’un triplet 

à δH 3,49 (J = 9,5 Hz) corrèle avec les protons H-5"eq [δH 3,74 (dd, 11,5 ; 5), H-5"a] et H-

5"ax [δH 3,1 (dd, 11,5; 7,8), H-5"b] [153]. 

 

Figure III.64: Spectre COSY montrant les couplages du β-D-xylose 

Les valeurs des constantes de couplage sont toutes supérieures à 7 Hz indiquant une 

position trans-diaxiale de ces protons. Ce pentose est identifié à un β-D-xylose (Figure 

III.65).  

 
Figure III.65: Corrélations COSY du β-D-xylose 
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Partant du second proton anomère H-1‴ [δH 5,22 (s)], un autre système de spins à huit 

protons d’un déoxyhexose est identifié sur le spectre COSY H-H (Figures III.66), et cela à 

travers les couplages H-1‴/H-2‴ [δH 4,01 (dd, J = 3,5 ; 1,2)], H-2‴/H-3‴ [δH 3,77 (dd, J = 9,5 ; 

3,2 Hz)], H-3‴/H-4‴ [δH 3,36 (t, 9,5 Hz)], H-4‴/H-5‴ [δH 4,06 (dd, 9,8 ; 6)] et enfin H-5‴/ 

CH3-6‴ [δH 1,12 (d, J = 6 Hz)].Cette dernière corrélation en plus de la multiplicité du proton 

H-1‴ sous forme de singulet large et de la faible valeur de la constante de couplage JH3'''-H2''' = 

3,5 Hz, traduisant une position équatoriale du proton H-2''', permettent d’identifier un α-L-

rhamnose. 

 

Figure III.66: Spectre COSY du α-L-rhamnose 

A partir du troisième proton anomérique H-1"" [δH 5,56 (sl)], un système de spins à huit 

protons a été également assigné, selon le spectre COSY (Figures III.66), attribuables aux 

protons d’un déoxyhexose. En effet, les couplages entre les protons suivants sont visualisés :  

 H-1"" [δH 5,56 (sl)] et H-2"" [δH 4,02 (dd, J = 3,4 ; 1,1 Hz)] ; 

 H-2"" et H-3"" [δH 3,83 (dd, J = 9,5 ; 3,2 Hz)], la faible valeur de la constante  

de couplage JH3""-H2"" = 3,2 Hz traduit une position équatoriale du proton H-2"";  

 H-3"" et H-4"" [δH 3,48 (t, J = 9,5 Hz)];  

 H-4""et H-5"" [δH 3,6 (dd, J = 10,2 ; 6,4 Hz)] ;  

 Les protons H3-6"" résonnent sous forme d’un doublet à δH 1,04 couplant avec le proton 

H-5"" au regard d’une constante de couplage J = 6,5 Hz.  

Cette dernière corrélation et la position équatoriale du proton H-2''' permettent d’identifier un 

α-L-rhamnose. Les carbones de ces trois unités osidiques ont été caractérisés par expérience 

HSQC (Figure III.67). 
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Figure III.67: Spectre HSQC de la partie osidique du composé DE1 

L’analyse du spectre HMBC (Figures III.68 et III.69) permet d’établir l’enchainement 

des trois sucres à l’aglycone en montrant le couplage du proton anomère H-1"" du rhamnose à 

δH 5,56 ppm avec le carbone C-7 du Kaempférol d’une part et d’autre part, le deuxième 

proton anomérique H-1‴ (rhamnose) avec le carbone situé à δC 79,5 (C-2″ du xylose) mène à 

connecter les deux sucres identifiés comme étant un diglycoside : [α-L-rhamnopyranosyl (1-

2)-β-D-xylopyranosyl]. Ce diglycoside est branché en C-3, Ceci est confirmée en se basant 

sur la valeur de déplacement chimique de ce carbone à 134,7 ppm et également, sur la valeur 

de déplacement chimique très caractéristique du carbone C-2 égale à 159,1 ppm [154]. 

 

 

Figure III.68: Spectre HMBC de la partie osidique du composé DE1 
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Figure III.69:Corrélations HMBC de la partie osidique 

      Le spectre RMN 13C du composé DE1 (Figure III.70) montre les déplacements chimiques 

de tous les carbones de ce composé. 

 

Figure III.70: Spectre RMN 13C du composé DE1 

Ainsi, toutes ces données spectroscopiques, nous permettent d'identifier la structure du 

composé DE1 comme étant un flavonol de type kaempférol nommé : Kaempférol-3-O-[α-L-

rhamnopyranosyl-(1-2)-β-D-xylopyranosyl]-7-O-α-L-rhamnopyranoside. Ce composé est 

isolé pour la première fois du règne végétal. 

 
Kaempférol 3-O-[α-L-rhamnopyranosyl-(1-2)-β-D-xylopyranosyl]-7-O-α-L-

rhamnopyranoside 
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Les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont donnés par 

 le tableau III.11. 

Tableau III.11: Déplacements chimiques en RMN1H et 13C du composé DE1 dans MeOD 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

2 159,15 - 

3 134,7 - 

4 179,0 - 

5 163,02 - 

6 100,5 6,46 (d, 1,5) 

7 163,48 - 

8 95,5 6,75 (d, 1,5) 

9 159 - 

10 107,5 - 

1′ 122,7 - 

2′ 132,2 8,06 (d, 8,5) 

3′ 116,2 6,91 (d, 8,5) 

4′ 161,7 - 

5′ 116,2 6,91 (d,8,5) 

6′ 132,2 8,06 (d, 8,5) 

3-Xyl   

1″ 101,2 5,63 (d, 7) 

2″ 79,5 3,66 (t, 7,5) 

3″ 77,5 3,51 (t, 9,5) 

4″ 71,4 3,49 (t, 9,5) 

5″ 67,2  3,74 (dd, 11,5; 5, H-5″a) 

 3,1 (dd,11,5,  7,8 H-5″b) 

2″-Rha   

1″′ 102,7 5,22 (sl) 

2″′ 72,4 4,01 (dd, 3,5 ; 1,2) 

3″′ 72,3 3,77 (dd, 9,5 ; 3,2) 

4″′ 74 3,36 (t, 9,5) 

5″′ 70 4,06 (dd, 9,8 ; 6) 

6″′ 17,7 1,26 (d, 6) 
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7-Rha   

1″″ 99,9 5,56 (sl) 

2″″ 71,7 4,02 (dd, 3,4 ; 1,1) 

3″″ 72,1 3,83 (dd, 9,5 ; 3,2) 

4″″ 73,6 3,48 (t, 9,5) 

5″″ 71,3 3,6 (dd, 10,2 ; 6,4) 

6″″ 18,1 1,04 (d, 6,5) 

III.3.2 Identification structurale du composé DE2 

 

 
Kaempférol 3-O-β-glucoside (Astragaline) 

Ce composé se présente sous forme d’une poudre jaune soluble dans le méthanol. Il se 

colore en jaune après révélation par la vanilline sulfurique et chauffage à 100 °C, ceci suggère 

une nature flavonoïdique de ce composé. 

Le spectre de masse ESI-MS du composé DE2 enregistré en mode négatif (Figure III.71), 

montre un pic d'ion pseudomoléculaire à m/z = 447,0926 [M-H]-, ceci correspondant à une 

masse moléculaire de 448 uma et une formule brute en C21H20O11. 

 

Figure III.71: Spectre de masse ESI-MS du composé DE2 
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Les spectres RMN 1H et 13C, enregistrés dans le MeOD (Figures III.72 et III.73) du 

composé DE2, montrent une grande similarité avec ceux du composé DE1 précédemment 

élucidé. En effet, ils permettent de reconnaître quasiment tous les signaux de protons et 

carbones de la génine (kaempférol) à savoir : 

 Deux doublets à δH 8,05 (d, J = 8,7 Hz) et 6,88 (d, J = 8,7 Hz), s’intégrant pour 2 protons 

chacun, attribuables aux protons H-2'/H-6' et H-3'/H-5' du cycle B. Leurs carbones 

résonnent à δC 132,2 et 116,1 respectivement ; 

 Deux singulets larges s’intégrant 1H chacun sortant à δH 6,32 et 6,15 sont attribués 

respectivement aux protons H-8 et H-6 du cycle A. 

 

Figure III.72: Spectres RMN 1H des composés DE1 et DE2 (MeOD) 
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Figure III.73: Spectre RMN 13C du composé DE2 (MeOD) 

La différence est notée dans la présence d’un seul proton anomérique résonant à δH 5,18 

(d, J = 7,3 Hz). Ce qui implique que le composé DE2 comporte une seule unité osidique. 

A l’issue de cette première analyse, il apparait que le composé DE2, est un flavonol de 

type kaempférol porteur d’une unité osidique dont il reste à l’identifier et montrer son point de 

branchement sur l’aglycone. 

 Identification de la partie osidique 

Cette identification est évidemment effectuée au moyen de l’expérience COSY H-H 

(Figure III.74). En effet, en partant du premier proton anomérique H-1″ [δH 5,18 (d, J = 7,3 

Hz)], un système de spins à sept protons d’un hexose est visualisé. Les corrélations suivantes 

ont été observées : 

 H-1"/ H-2" [δH 3,45 (dd, J = 8,6 ; 7,2 Hz)] ; 

 H-2"/ H-3" [δH 3,42 (t, J= 8,5)] ; 

 H-3"/ H-4" [δH 3,32 (m)] ; 

 H-4"/ H-5" [δH 3,20 (m)] ; 

 H-5"/H-6"a [δH 3,69 (dd, J = 12,1 ; 2,3 Hz)] et H-6b" [δH 3,53 (dd, J = 11,9 ; 5,2)]. 

 

Les grandes valeurs de constantes de couplage indiquent que cet hexose est un glucose. 

La valeur de la constante de couplage résultant de l'interaction vicinale H-1'/H-2' axiale/axiale 

atteste de la présence d’une jonction O-β-glucosidique. 
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Figure III.74: Spectre COSY H-H identifiant le β-D-glucose (DE2) 

Leurs carbones sont assignés par l’expérience HSQC (Figure III.75) à δC 104,5 (C-1"), 

75,7 (C-2"), 78,1 (C-3"), 71,3 (C-4"), 78,4 (C-5") et 62,6 (C-6"). 

 

Figure III.75: Spectre HSQC de la partie osidique du composé DE2 

Le déplacement chimique du carbone C-2 (158 ppm) permet de déduire que l’unité 

osidique est accrochée en position 3 du kaempférol car dans le cas de flavonols libres en C-3, 

ce carbone (C-2) résonnerait aux alentours de 148 ppm [155]. 

Tous les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé (Tableau 

III.12) assignés conjointement par les expériences RMN 1H, RMN 13C, COSY H-H, HSQC et 

HMBC et par comparaison avec les données de la littérature [156, 157], permettent ainsi 

d’identifier le composé DE2 à la Kaempférol-3-O-β-D-glucoside (Astragaline) isolée 

antérieurement de Diplotaxis harra et  D. acris [73,74] et de nombreuses espèce appartenant à 

divers genres de la famille Brassicaceae. On citera Alyssum alyssoides, Arabis glabra et 

Moringa oleifera [158-160]. L’Astragaline présente des propriétés antioxydantes, 

antidiabétiques, anti-inflammatoires, anticancéreuses, antiulcéreuses et anti-obésité. Aussi, ce 

composé pourrait être utilisé dans les produits cosmétiques [161]. 
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Kaempférol 3-O-β-D-glucoside (Astragaline) 

Tableau III.12: Déplacements chimiques en RMN1H et 13C du Composé DE2 dans MeOD 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

2 158,0 - 

3 135,4 - 

4 179,5 - 

5 161,0 - 

6 99,5 6,15 (sl) 

7 169,0 - 

8 95,4 6,32 (sl) 

9 158,5 - 

10 105,0 - 

1′ 123,0 - 

2′ 132,2 8,05 (d, 8,7) 

3′ 116,1 6,88 (d, 8,7) 

4′ 161,0 - 

5′ 116,1 6,88 (d, 8,7) 

6′ 132,2 8,05 (d, 8,7) 

Glu   

1″ 104,5 5,18 (d,7,3) 

2″ 75,7 3,45 (dd, 8,6 ;7,2) 

3″ 78,1 3,42 (t, 8,5) 

4″ 71,3 3,32 (m) 

5″ 78,4 3,2 (m) 

6″ 62,6 3,69 (dd, J= 12,1 ; 2,3) 

3,53 (dd, J= 11,9 ; 5,21) 
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III.3.3 Identification structurale du composé DE3 

 
1-O-p-coumaroyl-β-D-glucose 

Le composé DE3 est isolé sous forme de cristaux jaunes solubles dans le méthanol. Il 

présente sur CCM une tache visible à 254 et 366 nm, se révélant en marron après 

pulvérisation de sa CCM par une solution acide puis chauffage à 100 °C. 

Le spectre de masse ESI (Figure III.76) de ce composé, enregistré en mode négatif, 

montre un pic d’ion pseudomoléculaire à m/z = 325,0924 [M-H]-, correspondant à une masse 

moléculaire de 326 uma et une formule brute en C15H18O8. 

 

Figure III.76: Spectre de masse ESI- du composé DE3 

Le spectre RMN 1H (Figure III.77) de ce composé indique la présence de deux signaux 

aromatiques sous forme d'un doublet d'intégration 2H chacun à δH 6,82 (2H, d, J = 8,5Hz) et 

7,49 (2H, d, J = 8,5 Hz), suggérant la présence d'un noyau aromatique para-substitué. Ces 

protons désignés H-3,5 et H-2,6 appartiennent à un même système de spins selon l’expérience 

COSY H-H (Figure III.77). Leurs carbones sont localisés par l’analyse du spectre HSQC 

(Figure III.78) à δC 116,9 (C-3/C-5) et 131,4 (C-2/C-6). 
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Figure III.77: Spectre RMN 1H du composé DE3(MeOD) 

De plus, on peut aussi noter sur le spectre RMN 1H (Figure III.76) la présence de deux 

doublets d'intégration 1H chacun, de protons oléfiniques sortant à δH 7,77 (d, J = 15,9 Hz, H-

7) et 6,38 (d, J = 16 Hz, H-8). La grande constante de couplage entre les protons oléfiniques 

H-7 et H-8 traduit une géométrie trans de la double liaison. L’expérience COSY (Figure 

III.78) montre clairement que ces protons sont inclus dans un même système de spins. Leurs 

carbones sont attribués par l’expérience HSQC (Figure III.79) à δC 147,9 (C-7) et 114,5 (C-8). 

 

Figure III.78: Partie du spectre COSY H-H du composé DE3 
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Le spectre RMN 1H (Figure III.77) exhibe également des signaux caractéristiques de 

protons osidiques repérés dans l’intervalle 3,30-5,60 ppm mettant en évidence l’existence 

d’une seule unité osidique, et dont le proton anomère, est localisé à δH 5,55 (d, J = 7,7 Hz. 

Son carbone est assigné par l’analyse du spectre HSQC à δC 95,8(Figure III.79). 

 

 
Figure III.79: Partie du spectre HSQC du composé DE3 

Le spectre COSY H-H (Figure III.80) permet d’identifier sept protons d’un hexose,  

à travers les couplages H-1'/H-2' (3,43 ppm, t, J = 9,2 Hz), H-2'/H-3' (3,46 ppm, t,  

J= 8,6 Hz), H-3'/H-4' (3,38 ppm, t, J = 8,4 Hz), H-4'/ H-5' (3,4 ppm, m) et enfin  

H-5'/H2-6'a (3,85 ppm, dl, J = 11,3 Hz) et H-6'b (3,7 ppm, dd, J = 11,9 ; 4,6 Hz).  

La valeur de constante de couplage (J1’-2’ = 7,7 Hz) permet d’identifier un glucose de 

configuration β. 

 

Figure III.80: Spectre COSY H-H du glucose 
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Les déplacements chimiques des carbones de ce sucre sont déterminés par analyse du 

spectre HSQC (Figure III.81) à δC 74,1 (C-2'), 78,1 (C-3'), 71,1 (C-4'), 78,8 (C-5') et 62,4 (C-

6'). 

 
Figure III.81: Spectre HSQC du glucose 

Dans le spectre RMN 13C (Figure III.82) du composé DE3, on distingue 13 signaux 

correspondant à 15 atomes de carbone répartis comme suit : 

 1 carbonyle d’une fonction ester à 167,7 ppm (C-9) ; 

 1 carbone aromatique oxygéné à 161,6 ppm (C-4) ; 

 1 carbone aromatique quaternaire non oxygéné résonant à 127 ppm ; 

 2 CH oléfiniques résonant à 114,5 ppm (C-8) et 147,9 (C-7) ; 

 4 CH aromatiques attribués aux quatre méthines résonant à 116,9 ppm (C-3/C-5) et 131,4 

(C-2/C-6) ppm ; 

 6 carbones osidiques entre 62,3 et 96 ppm. 

 

Figure III.82: Spectre RMN 13C du composé DE3 (MeOD) 



                                                                                                 Partie III : Résultats et discutions                           

 

141 
 

L’analyse du spectre HMBC (Figure III.83) permet de suggérer la présence d’un 

groupement  p-coumaroyle par l’observation des corrélations entre les protons oléfiniques H-7 

et H-8 avec le carbone d’un carbonyle à 167,7 ppm (C-9) et les carbones C-1, C-2 et C-6 du 

noyau aromatique (Figure III.84). 

 

Figure III.83 : Spectre HMBC du composé DE3 

 

 

Figure III.84 : Corrélations HMBC des protons H-7 et H-8 

 

Ce spectre montre aussi un couplage en 3J entre le proton anomère H-1' du glucose (δH 

5,55) et le carbonyle ester C-9 (Figure III.85). 

 

Figure III.85 : Corrélation HMBC de la partie acyle du composé DE3 
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Toutes ces donneés spectrales (Tableau III.13) établies par RMN 1H, 13C, COSY H-H, 

HMBC et HSQC, ainsi que la comparaison avec les données de la littérature [162,163], 

permettent d’attribuer sans ambiguïté pour le composé DE3 la structure suivante: 1-O-p-

coumaroyl-β-D-glucose. Ce composé a été isolé précédemment dans les espèces Camellia 

reticulata (Theaceae) [164] et Luffa cylindrica (Cucurbitaceae) [165]. Il est identifié pour la 

première fois dans le genre Diplotaxis. En effet, ce composé présente des propriétés anti-

inflammatoires et antioxydantes [166,167]. 

 

 
1-O-p-coumaroyl-β-D-glucose 

Les déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont rassemblés dans 

le tableau III.13 ci-dessous. 

TableauIII.13: Déplacements chimiques en RMN 1H et 13C du composé DE3 (MeOD) 

 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 127 - 

2 131,4 7,49 (d, 8,5) 

3 116,9 6,82 (d, 8,5) 

4 161,6 - 

5 116,9 6,82 (d, 8,5) 

6 131,4 7,49 (d, 8,5) 

7 147,9 7,77 (d, 15,9) 

8 114,5 6,38 (d, 16) 

9 167,7 - 

1' 95,8 5,55 (d, 7,7) 

2' 74,1 3,43 (t, 7,7) 

3' 78,1 3,46 (t, 8,6) 

4' 71,1 3,38 (t, 8,4) 

5' 78,8 3,4 (m) 

6' 62,4 3,85 (dl, 11,3, H-6’a) 

 3,7 (dd,11,9 ; 4,6, H-6’b) 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Cucurbitaceae
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III.3.4 Identification structurale du composé DE4 

 
Loliolide 

Le composé DE4 est isolé sous forme de cristaux incolores solubles dans le méthanol. Il 

présente sur CCM une tache visible à 254 nm, se révélant marron après pulvérisation de sa 

CCM par une solution acide puis chauffage à 100 °C.  

Son spectre de masse ESI-MS, enregistré en mode positif (Figure III.86), exhibe deux 

pics d’ions pseudomoléculaires à m/z = 219,0998 [M+Na]+ et 415,3031 [2M+Na]+ 

correspondant à une masse moléculaire égale à 196 uma et une formule brute en C11H16O3 

montrant ainsi 4 degrés d'insaturation. 

 

Figure III.86: Spectre de masse ESI-MS (mode positif) du composé DE4 

L’analyse des spectres RMN 1H (Figure III.87) et HSQC (Figure III.88) du composé 

DE4 indique la présence de : 

 Trois signaux sous forme de singulet d'intégration 3H chacun à δH 1,28 ; 1,47 et 1,77 

attribuables à trois groupements méthyles portés par des carbones quaternaires vu leur 

multiplicité. Leurs carbones sont détectés selon l’expérience HSQC à δC 31,0, 27,0 et 27,4 

respectivement. 
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Figure III.87: Spectre RMN 1H du composé DE4 (MeOD) 

 Un signal d’intégration 1H à 4,2 ppm (quintuplet, J = 3,5 Hz) couple sur le spectre HSQC 

avec un carbone à δC 67,2. La multiplicité de ce proton indique qu’il est voisin à deux 

groupements méthylènes, ce proton est nommé H-3 ; 

 Un proton vinylique noté H-7 qui apparait sous forme de singulet à 5,75 ppm corréle avec son 

carbone C-7à δC 113,3 sur le spectre HSQC ; 

 

 

Figure III.88: Spectre HSQC du composé DE4 
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 Un signal sous forme de singulet d'intégration 1H à δH 4,85, ne montrant aucune tache de 

corrélation sur le spectre HSQC correspond à un groupement hydroxyle (OH) ; 

 Deux signaux d’intégration 1H chacun, le premier sous forme de doublet de triplet à δH 2,42 

(dt, J = 13,7 ; 2,4 Hz) et le second sous forme d’un doublet de doublet à δH1,75 (dd,J = 13,6 ; 

4 Hz), attribuable au même carbone nommé C-4 résonant à δC 46,4 selon l’expérience HSQC. 

La multiplicité de ces deux protons géminés permet de déduire que leur environnement 

chimique est différent (protons diastéréotopiques) [168]; 

 Deux signaux d’intégration 1H chacun à δH 1,99 (dt, J = 14,4 ; 2,3 Hz) et δH 1,52 (dd, J = 

14,4; 3,6 Hz) caractéristiques d’un groupement CH2 dont les deux protons géminés sont 

magnétiquement non équivalents, montrant deux taches de corrélation sur le spectre HSQC 

avec un même carbone à δC 48 noté C-2.  

Le spectre RMN13C (Figure III.89) de ce composé révèle la présence de 9 atomes de 

carbone. 

 Un carbone éthylénique à δC 113,3 (C-7) déjà identifié ; 

 Trois signaux à δC 31 ; 27,4 et 27 sont attribués aux trois groupements méthyles ;  

  Un carbone méthine oxygéné à δC 67,2; 

 D’autres carbones à δC 185,7 ; 48 (C-2) ; 46,4 (C-4) et 37,2. 

 

 

Figure III.89: Spectre RMN 13C du composé DE4 

Le spectre COSY H-H (Figure III.91) montre des couplages longue distance H/H entre 

les protons du groupement méthyle résonant à δH 1,28 et les protons d’un deuxième CH3 à δH 

1,47 ppm. Ces mêmes protons exhibent une autre tâche de corrélation avec l’un des protons 

de CH2 résonant à δH 1,52 (H-2b).  
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Le proton du carbone oxygéné C-3 résonant sous forme d’un quintuplet à δH 4,2 ppm (J 

= 3,5 Hz) exhibe des taches de corrélation sur le spectre COSY H-H avec les deux protons 

H2-2. Ce même proton (H-3) révèle deux autres taches de couplage avec les protons résonants 

à δH 2,42 (H-4a) et δH 1,75 (H-4b). 

Les valeurs de déplacement chimique du proton H-3 (4,2 ppm) et de son carbone (C-3, 

67,2 ppm) indiquent clairement l’oxygénation de cette position. Alors que la valeur de la 

constante de couplage (J = 3,5 Hz) et la multiplicité du proton H-3 sous forme de quintuplet 

suggèrent des interactions axiale-équatoriale et équatoriale-équatoriale avec les protons des 

deux groupements CH2-2 et CH2-4 (Jéq-ax = Jéq-éq) (Figure III.90) [169]. 

 

 

Figure III.90: Corrélations COSY H-H du proton H-3 avec les CH2-2 et CH2-4 

 

Figure III.91: Spectre COSY H-H du composé DE4 

Sur le spectre HMBC (Figures III.92 et 94), le proton du H-4b montre une tache de 

corrélation en2J avec un carbone quaternaire oxygéné à δC 89 (C-5). Ce carbone présente un 

couplage avec les protons du groupement méthyle résonant à δH 1,77 (δC 27,4) en 2J, lesquels 

exhibent à leur tour, deux taches de corrélation en 3J avec le carbone quaternaire éthylénique 

à δC 185,7 (C-6) et le carbone du CH2-4. 
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L’ensemble des observations récoltées de cette analyse permet de relier le groupement 

CH2 (δC 46,4 ; C-4) avec le carbone quaternaire oxygéné C-5 à δC 89 d’une part, et d’autre 

part de placer sur ce même carbone (C-5), le groupement CH3-11 à δC 27,4 (Figure III.93).  

 

 

Figure III.92: Corrélations HMBC des groupements méthyles du composé DE4 

 

                                  Figure III.93: Corrélations HMBC du 11-CH3 et H-4 

 

Figure III.94: Corrélations HMBC du composé DE4 
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Par ailleurs et toujours sur le spectre HMBC, le proton du deuxième groupement CH2 

(δH 1,52, H2-6) montre en 3J et en 2J des taches de corrélation avec le carbone d’un 

groupement CH3 (δC 31) et le carbone quaternaire à δC 37,2 (C-1). Ce dernier exhibe des 

couplages avec les protons de deux groupements méthyles résonant chacun à δH 1,47 (δC 27, 

C-9) et à δH 1,28 (δC 31, C-10). Ainsi, ces deux derniers présentent des taches de corrélation 

en 3J avec le carbone quaternaire C-6 (Figure III.95). 

Ces données permettent de déduire que ces méthyles sont tous les deux portés par le 

carbone quaternaire C-1 et que ce dernier est lié au carbone quaternaire C-6.  

 

Figure III.95: Corrélations HMBC du H-2b, 9-CH3 et 10-CH3 

D’autres couplages HMBC sont visualisés en 3J entre le proton éthylénique H-7 et les 

carbones quaternaires C-1 et C-5 déjà assignés.  

En outre, le même proton éthylénique corrèle en 2J avec le carbone quaternaire 

éthylénique C-6 déjà identifié et le carbone du carbonyle à δC 172 (C-8).  

Il en résulte que les trois carbones porteurs d’atomes d’oxygène résonant à δC 172,0 ; 

89,0 et 67,2 correspondent aux carbones C-8, C-5 et C-3 respectivement ; cela suggère la 

présence d’un ester, ou lactone, et un alcool secondaire. Sur la base de ces données, les quatre 

sites d’insaturation déduits à partir de la formule moléculaire C11H16O3 pourraient s’expliquer 

par une structure bicyclique ayant un cycle α-β-insaturé-γ-lactone [170]. Ceci permet de 

proposer la structure plane reportée dans la figure III.96. 

 

Figure III.96: Corrélations HMBC du proton H-7 
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Les données des spectres RMN1H, 13C, HSQC, HMBC et COSY coïncident avec celles 

rapportées dans la littérature. Elles nous ont permis d’identifier le produit DE4 comme étant 

une molécule de type C-11 terpène lactone, décrite sous le nom de loliolide [171]. 

Ce composé est originaire de l’espèce Lolium perenne. Sa structure a été élucidée par 

Hodges et Porte en 1964 puis synthétisé par Marx et Sondheimer en 1966 [172, 173].Par 

ailleurs, il est identifié pour la première fois dans le genre Diplotaxis. 

Le loliolide est un composé phytotoxique et ayant divers effets biologiques, tels que 

l'inhibition de la croissance des algues, activité antimicrobienne, et effets 

immunosuppresseurs [174]. 

 
Loliolide 

 

Tableau III.14 : Déplacements chimiques en RMN 1H et RMN 13C du composé DE4 dans le 

MeOD 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 37,2 - 

2 48 1,99 (dt, 14,4; 2,3; H-2a)  

1,52 (dd, 14,4 ; 3,6; H-2b) 

3 67,2 4,2 (quint, 3,3) 

4 46,4 2,42 (dt,13,7; 2,4; H-4a)  

 1,75 (dd, 13,6 ; 4; H-4b) 

5 89 - 

6 185,7  - 

7 113,3 5,75 (s) 

8 172  - 

9 27 1,47 (s) 

10 31 1,28 (s) 

11 27,4 1,77 (s) 
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III.3.5 Identification structurale du composé DE5 

 

(10E,12Z)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-10,12-diènoate 

 

         Le composé DE5 a été isolé sous forme d’une poudre jaune clair, donnant une couleur 

marron après révélation de sa CCM par une solution d’acide sulfurique et chauffage à 100°C. 

L’analyse combinée des spectres RMN 1H (Figure III.97), HSQC (Figure III.98) et 

COSY H-H (Figure III.99) du composé DE5 montre la présence de deux signaux sous forme 

de doublet de doublets d’intégration 1H chacun  repérés à δH 4,08 et 4,16 ppm assignés à des 

protons géminés oxyméthyléniques CH2O nommés H-1a et H-1b respectivement. Leur 

carbone résonne à δC 66,5 selon l’expérience HSQC. 

 

Figure III.97: Spectre RMN 1H du composé DE5 (MeOD) 
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Figure III.98: Spectre HSQC du composé DE5 

Selon le spectre COSY (Figure III.99), ces protons appartiennent à un même système de 

spins, eux-mêmes corrélant avec un proton repéré à 3,83 ppm (quint, J = 5,4 Hz) attribué à un 

hydroxyméthine -CHOH désigné H-2. Son carbone est détecté par l’expérience HSQC à δC 

71,2. Ce dernier proton (H-2) montre sur le spectre COSY H-H une corrélation avec des 

protons résonant sous forme d’un doublet de doublet à δH 3,75, attribuables aux protons H2-3 

d’un hydroxyméthylène CH2OH. Leur carbone est assigné par l’analyse du spectre HSQC à 

δC 64,1.  

 

 Figure III.99: Spectre COSY H-H du composé DE5 

Ce système de spins révélant un enchainement aliphatique constitué de HO-CH2-

CH(OH)-CH2-O- suggère la présence d’une unité glycérol [175]. 
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Par ailleurs, le spectre RMN 1H (Figure III.97) exhibe un triplet à δH 2,38 correspondant 

à des protons d’un CH2 en α d’une fonction carbonyle, corrélant avec leur carbone à δC 34,9 

sur le spectre HSQC. Ces protons sont nommés H2-2'. 

L’examen du spectre de l’expérience COSY H-H permet de voir les corrélations de ces 

protons (H2-2') avec deux proton méthyléniques H2-3' à δH 1,65, Leur carbone est détecté par 

l’expérience HSQC à δC 26,0(C-3') correspondant à un CH2 en β de la fonction carbonyle. Les 

protons H2-3' montrent des couplages avec un massif de proton à 1,24-1,43 ppm de 

groupements (-CH2-)n de la chaine d’un acide gras. Les protons d’un groupement méthylène 

du massif (-CH2-)m couplent sur COSY avec des protons repérés à 0,92 ppm (t, J =6,3 Hz) 

attribués au méthyle terminal de la chaine grasse (Figure III.100) . 

Les signaux observés entre 5,30-6,30 ppm sous forme de multiplet correspondent à des 

protons oléfiniques. Ces protons indiquent la présence des doubles liaisons dans la chaine 

d’acide gras. 

 

Figure III.100: Principales corrélations COSY H-H du composé DE5. 

L’analyse du spectre RMN 13C (Spectre III.101) de ce composé révèle l’existence de : 

 Deux cabrons méthyléniques à δC 34,9 et 26,0 correspondant respectivement aux CH2 α et 

β de la fonction carbonyle (C-2' et C-3') ; 

 Deux autres CH2 résonant à δC 66,5 (C-1) et 64,1 (C-3) du glycérol ; 

 Un CH à δC 71,2 (C-2) du glycérol ; 

 Quatre carbones résonant dans l’intervalle δC 121,1-135 attribués aux carbones 

éthyliniques.   
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Figure III.101: Spectre RMN 13C du composé DE5 (MeOD) 

Les deux protons oxyméthylénique CH2-1 déjà assignés exhibent des taches de 

corrélation en 2J et 3J avec CH-2 et CH2-3 respectivement du glycérol (Figure III.102).  

 

Figure III.102: Corrélations HMBC de la partie glycérol 

La présence d’un carbonyle est confirmée par l’expérience HMBC (Figure III.103) qui 

montre des corrélations 3JH-C entre le carbone du carbonyle repéré à δC 174 (C-1') et les 

protons oxyméthyléniques CH2-1 de l’unité glycérol. Ce même carbonyle corrèle en2J avec 

les protons méthyléniques à δH 2,38 (CH2-2') de la chaine grasse insaturée. Ceci permet de 

confirmer que l’acide gras insaturé est lié au glycérol en position C-1. Il s’agit donc d’un 

acide monoglycérolipide (DE5). 
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Figure III.103: Corrélations HMBC du carbonyle 

On observe sur le spectre HMBC (Figure III.104) les corrélations entre les protons 

repérés à 2,38 ppm (2H-2', t) et deux carbones résonants à 26,0 ppm (C- 3') et 28,5 ppm ne 

pouvant être que le carbone C- 4' de la chaine grasse, ce carbone montre une corrélation avec 

les protons méthyléniques (H2-3'). Et aussi entre le carbone C-2' déjà attribué et les protons 

résonant à δH 1,42 assignés aux protons du carbone C-4', ces mêmes protons (H2-4') corrèlent 

avec un autre carbone résonant à 29,4 qui correspond au carbone C-5'. D’autres corrélations 

sont visualisées entre un massif de protons à 1,24-1,43 ppm de groupements (CH2)n et les 

carbones résonant entre 28,0-30,5 ppm. En outre, les protons du groupement méthyle terminal 

déjà assignés présentent deux taches de corrélation avec les carbones localisés à δC 22,1 et 

31,5. 

 

Figure III.104: Corrélations HMBC de la chaine grasse 

Les corrélations HMBC ont permis de retrouver deux fragments principaux du 

monoglycérolipide DE5. Les jonctions au niveau des signaux aliphatiques n'ont pas pu être 

effectuées à cause du recouvrement de ces signaux. 
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L’analyse du spectre de masse ESI-MS (Figure III.105)  montre la présence d’un pic 

d’ion moléculaire à m/z =279 uma [M-H-C3H7O2]  qui correspond au fragment de la chaine 

grasse, ce qui nous permet de confirmer sans ambigüité la chaine grasse comme étant 

Octadecadienoate (C18H31O2) comportant deux doubles liaisons. 

 

Figure III.105: Spectre de masse ESI-MS du composé DE5 

             L’emplacement et la géométrie de l’insaturation relative au niveau des carbones C-10' 

(trans) et C-12' (cis) a été établie sur la base des données spectrales RMN 13C, elle concorde 

avec celle de la littérature [176]. 

          Toutes ces constantes spectrales, ainsi que la comparaison avec les données de la 

littérature [176], permettent de proposer pour le composé DE5 la structure : (10E,12Z)-2,3-

dihydroxypropyl octadeca-10,12-diènoate. Ce composé a été isolé pour la première fois dans 

le genre Diplotaxis. 

 

 

(10E,12Z)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-10,12-diènoate 

             

         Les valeurs de déplacements chimiques des protons et carbones de ce composé sont 

représentées dans le tableau III-15. 
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Tableau III.15 : Déplacements chimiques en RMN 1H et RMN 13C du Composé DE5 dans le 

MeOD 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 66,5 4,16 (dd, 11,5; 4,6; H-a)  

4,08 (dd, 11,3 ; 6,3; H-b) 

2 71,2 3,84 (quint, 5,4)  

3 64,1 3,75 (dd, 5,1 ; 1,5) 

1' 175,0 - 

2' 34,9 2,38 (t, 7,3) 

3' 26,0  1,65 (m) 

4'-8',15' 28,0-30,5 1,24-1,43 (m) 

9' 30,7 Nd 

10'- 13' 121-135 5,30-6,30 

14' Nd Nd 

16' 31,5 1,42 (m) 

17' 22,1 1,24-1,43 (m) 

18' 14,0 0,92 (t, 6,3) 

 

III.3.6 Identification structurale du composé DE6 

 

(9Z,11E)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-9,11-diènoate 

         Ce composé est obtenu sous forme d’une poudre jaune clair invisible en UV, se colorant 

en orange après pulvérisation de sa CCM par l’acide sulfurique et chauffage à 100 °C. 

         Le spectre de masse ESI-MS du composé DE6 enregistré en mode positif (Figure 

III.106) révèle la présence d’un pic d'ion pseudomoléculaires à m/z = 355,0703 [M+H]+, 

correspondant à une masse moléculaire de 354 uma et une formule brute en C18H31O2, il 

possède la même masse moléculaire que le produit DE5 décrit précédemment. Il s’agit donc 

de deux isomères. 
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Figure III.106: Spectre de masse ESI-MS du composé DE6 

Le spectre RMN 1H du composé DE6 est identique à celui du composé DE5 (Figure 

III.107) au niveau de la partie glycérol et de la chaine grasse.  

 

Figure III.107: Spectre RMN 1H des composés DE5 et DE6 (MeOD) 
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L’analyse de spectre RMN 1H (Figure III.107) de ce composé indique également la 

présence de : 

 Deux protons géminés oxyméthyléniques à δH 4,07 (dd, J = 11,0 ; 5,8 Hz) et 4,15 (dd, J = 

11,2 ; 3,8 Hz) ;  

 Un signal d’intégration 1H à δH 3,82 (quint, J = 5,4 Hz) ; 

 Un signal d’intégration 2H à δH 3,56 (dd, J = 5,8 ; 3,5 Hz) ; 

Ces protons sont caractéristiques d’un groupement glycérol acylé.  

 

En plus de ces signaux, le spectre RMN 1H montre les signaux de protons de la chaine 

d’acide gras insaturé : 

 Un signal à δH 2,35 d’intégration 2H sous forme de triplet (J = 7,2 Hz) ; 

 Un signal à δH 1,62 d’intégration 2H sous forme de multiplet ; 

 Un massif à 1,25-1,40 ppm de groupements (CH2)n ; 

 Un signal à δH 2,05 d’intégration 2H sous forme de multiplet ; 

 Un signal à δH 0,9 d’intégration 3H sous forme de triplet (J = 6,9 Hz) du groupement 

méthyle CH3 terminal ; 

 Des protons oléfiniques à δH 5,3-6,4 sous forme de multiplet. 

 

Sur le spectre RMN 13C (Figure III.108) du composé DE6 sont visualisés 20 signaux 

correspondant à 20 atomes de carbone : 

 Un groupement méthyle à δC 14,5 ; 

 Deux carbones méthyléniques à δC 34,9 et 24,8 correspondent respectivement aux CH2 en 

α et β de la fonction carbonyle ; 

 Deux autre CH2 résonant à δC 66,5 et 64,0 du glycérol ; 

 Un CH à δC 71,1 du glycérol ; 

 Quatre carbones résonant à δC 122,9 et 135,8 sont attribués aux carbones oléfiniques ; 

 Un CH2 à δC 33,6 assigné au carbone situé en position α des carbones éthyliniques  

 (-HC=HC-CH2-); 

 Deux carbones méthyléniques à δC 23,8 et 33,1 correspondent respectivement aux CH2 en 

α et β de groupement méthyle terminal; 

 Un carbone du carbonyle à δC 174,0 ; 

 Six carbones de groupement méthyléniques résonant entre 28,0 et 30,0 ppm. 
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Figure III.108: Spectre RMN 13C du composé DE6 (MeOD) 

Bien que le composé DE6, ait une structure similaire à celle du composé DE5 déjà 

identifié, la différence se situe au niveau de la géométrie des doubles liaisons.  

 

         L’ensemble de ces données spectroscopiques (Tableau III-16) et la comparaison avec la 

littérature nous conduit à proposer pour ce composé la structure moléculaire suivante :  

(9Z,11E)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-9,11-diènoate (DE6) [176-177]. Il a été trouvé pour 

la première fois dans le genre Diplotaxis. 

 

 

(9Z,11E)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-9,11-diènoate 
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Tableau III.16 : Déplacements chimiques en RMN 1H et RMN 13C du Composé DE6 dans le 

MeOD 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 66,5 4,07 (dd, 11; 5,8; H1a)  

4,15 (dd, 11,2 ; 3,8; H1b) 

2 71,1 3,82 (quint, 5,4)  

3 64,0 3,56 (dd, 5,8 ; 3,5) 

1' 174.0 - 

2' 34,9 2,35 (t, 7,2) 

3' 24,8 1,62 (m) 

(4'-7', 14', 15')  28,0-30,0 1,25-1,40 (m) 

8'  Nd 2,05 (m) 

9'-12' 122,9-135,8 5,30-6,40 (m) 

13' 33,6 2,05 (m) 

16' 33,1 1,25-1,40 (m) 

17' 23,8 1,24-1,43 (m) 

18' 14,5 0,9 (t, 6,9) 

III.3.7 Identification structurale du composé DE7 

 

Lupéol 

Ce composé est purifié sous forme d’une poudre blanche soluble dans le chloroforme. 

Sa CCM est invisible à la lumière UV (254 et 366 nm) se colorant en orange-marron après 

révélation par une solution acide et chauffage à 100 °C. 

Le spectre de masse ESI-MS (Figure III.109) de ce composé en mode positif montre deux 

pics d’ions pseudomoléculaires à m/z= 449 [M+Na]+ et 876 [2M+Na]+  indiquant que la masse 

moléculaire est 426 uma compatible avec la formule moléculaire C30H50O. 
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Figure III.109: Spectre de masse ESI-MS du composé DE7 

L’observation des spectres RMN 1H (Figure III.110), COSY H-H (Figure III.111) et 

HSQC J-modulé (Figure III.112) de ce composé, permet d’identifier sept signaux singulet à 

champ fort à δH 1,02, 0,82, 0,88, 1,08, 0,99, 0,83 et 1,74 s’intégrant pour trois protons chacun 

correspondant à des groupements méthyles.  

 

Figure III.110: Spectre de RMN 1H du composé DE7 (CDCl3) 

Le déblindage de Me-30 (δH 1,74 ppm) indique qu’il est lié à un carbone insaturé 

hybridé sp2. Ces protons montrent des corrélations sur le spectre COSY (Figure III.111) avec 

deux protons géminés qui correspondent aux protons oléfiniques H-29a et H-29b, résonant à 

4,68 et 4,58 ppm sous forme de singulet large sur le spectre RMN 1H (Figure III.110). Ces 

protons couplent sur le spectre HSQC avec leur carbone à δC 109,3.  Ceci permet de suggérer 

la présence d’un groupement isoprényle dans la structure de ce composé. 
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Figure III.111: Spectre COSY H-H du composé DE7 

  En plus, un autre signal est visualisé à δH 3,20 (m) attribuable à un groupement 

hydroxyméthine 3-CHOH, son carbone est déterminé par analyse du spectre HSQC à δC 79,0 

(Figure III.112). Toutes ces données attestent que ce composé a une nature triterpénique. 

 

Figure III.112: Spectre HSQC J-modulé du composé DE7 

Les données fournies par l’analyse du spectre RMN 13C J-modulé (Figure III.113) de 

DE7 est en accord avec la classe proposée pour ce composé. En effet, ce spectre montre : 

 Trois groupements CH entre 45 et 55,2 ppm correspondant aux carbones des jonctions entre 

les différents cycles des triterpènes  

 Un ensemble de carbones localisés dans l’intervalle de 18 à 43 ppm, attribuables aux CH2 et C 

quaternaires ; 
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 Sept groupements méthyliques résonant entre 14,5 et 27,9 ppm ; 

 Un carbone oxydé apparaissant à δC 78,9, suggérant la présence d’un groupement hydroxyle 

substituant le carbone en C-3 du triterpène ;  

 Deux carbones éthyléniques, l’un secondaire à 109,3 ppm et l’autre quaternaire à 151 ppm, 

mettant ainsi en évidence le caractère lupane du triterpène. 

 

 

Figure III.113: Spectre de RMN 13C J-modulé du composé DE7 (CDCl3) 

Le spectre HMBC (Figure III.114) exhibe les corrélations longue distance en 2J et 3J. En 

effet, il montre le couplage entre le proton hydroxyméthine H-3 et les carbones sortant à δC 

28,2 et 15,4 ne pouvant être que les deux méthyles géminés Me-23 et Me-24. Leurs protons 

sont repérés par HSQC à δH 1,02 et 0,82 respectivement (Figure III.112). 

 
Figure III.114:Partie du spectre HMBC indiquant les corrélations du proton hydroxyméthine 

H-3. 

H8/C-28 
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Ce même proton H-3 présente d’autres tâches de corrélation avec un carbone 

quaternaire à δC 39,9 attribuable au carbone C-4 et aussi avec deux groupements méthylènes à 

δC 38,7 et 27,4 correspondant aux carbones C-1 et C-2 (Figure III.115). Les déplacements 

chimiques des protons H-1a (δH 1,72), H-1b (δH 0,96), H-2a (δH 1,65) et H-2b (δH 1,58) sont 

déterminés par l’analyse du spectre HSQC. 

 

Figure III.115 : Corrélations HMBC du proton H-3 

En plus, les protons des deux groupements méthyles Me-23 et Me-24 déjà assignés 

couplent en HMBC (Figure III.116) avec un carbone méthine à δC 55,3 qui ne peut être que le 

carbone C-5, son proton est localisé par HSQC à 0,69 ppm. Ce dernier montre des 

corrélations en HMBC avec les carbones des Me-23 et Me-24 et un autre méthyle à δC 15,9 

correspondant au Me-25, les protons du carbone C-25 sont déterminés par HSQC à 0,88 ppm. 

 

 

Figure III.116: Corrélations HMBC des méthyles en C-23 et C-24  
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Les protons du méthyle Me-25 corrèlent sur le spectre HMBC (Figure III.116) avec 

plusieurs carbones, le carbone C-5 déjà attribué, un carbone quaternaire à 37,1 ppm 

attribuable au carbone C-10 et un méthine à 50,4 ppm ne pouvant être que le carbone C-9. Ce 

dernier corrèle en 3J avec deux groupements méthyles à δH 0,88 (s, 3H, Me-25) et à δH 1,08 (s, 

3H, Me-26). Le déplacement chimique du carbone C-26 est assigné par expérience HSQC à 

16,1 ppm.  

Ce spectre (Figure III.117) montre également le couplage entre les protons du méthyle 

M-26 et le carbone C-7 repéré à δC 34,2, ses protons sont identifiés par HSQC à δH 1,48 (H-

7a)/1,42 (H-7b). Ces derniers corrèlent à leur tour avec deux carbones quaternaires à δC 41,0 

et 42,8 correspondant aux carbones C-8 et C-14.  

 

Figure III.117 : Corrélations HMBC des groupements méthyles (Me-25, Me-26 et Me-27) 

D’autres corrélations sont visualisées entre le carbone quaternaire C-8 et un méthyle à 

δH 0,99 qui correspond au Me-27 (Figure III.117), son carbone est détecté par HSQC à δC 

14,5. Aussi, ce groupement méthyle (Me-27) couple en HMBC avec un carbone méthine à δC 

38,0 attribuable au carbone C-13 et un groupement méthyléne à δC 27,9 ne pouvant être que le 

carbone C-15. Les protons des carbones cités précédemment sont identifiés par HSQC à δH 

1,68 (H-13), 1,62 (H-15a) et 1,04 (H-15b). 

Des couplages scalaires sont observés sur le spectre COSY (Figure III.118) entre les 

protons : H-13/H-12a (δH 1,73) et H-12a/H-11a (1,47). Les carbones C-11 et C-12 ont étés 

identifiés par expérience HSQC à δC 20,9 et 25,1 respectivement. 
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Figure III.118: Corrélations COSY du cycle C 

Toujours sur le spectre COSY H-H, les deux protons géminés H-16a et H-16b résonant 

à δH 1,52 et 1,41 ppm respectivement, dont leur carbone (C-16) est repéré à 35,6 ppm 

couplent avec les protons H2-15 assignés précédemment. En outre, le carbone C-16 corrèle en 

HMBC avec les protons du groupement méthylène H3-28 à δH 0,83 qui couplent à leur tour 

avec un groupment méthylène à δC 40,2 attribuable au carbone C-22, un groupement méthine 

à 48,3 ppm caractéristique du carbone C-18 et un carbone quaternaire à δC 43,0 (C-17) 

(Figure III.119). Les déplacements chimiques des protons H-22a, H-22b et H-18 sont 

déterminés par HSQC à 1,43, 1,24 et 1,39 respectivement. 

 

Figure III.119: Corrélations COSY et HMBC du cycle D. 
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En expérience COSY H-H (Figures III.118 et III.120), le proton méthine H-19 résonant 

à δH 2,42 sous forme de multiplet couple en 3J avec le proton H-18 et avec les deux protons 

méthylène H-21a et H-21b résonant à δH 1,97 et 1,27. A l’aide de l’expérience HSQC les 

valeurs des déplacements chimiques des carbones C-19 et C-21 sont détectés à δC 48,0 et 29,8 

respectivement. 

 

Figure III.120: Corrélations COSY du cycle E. 

L’expérience HMBC (Figure III.121) permet de visualiser d’autres corrélations entre : 

 Le proton H-19 et les carbones C-13, C-18, C-21 et C-30 ; 

 Le proton H3-30 et le carbone C-19. 

 
Figure III.121:Partie du spectre HMBC indiquant les corrélations des protons H-19 et H3-30. 
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La détermination de la configuration β-orientée du groupement hydroxyle lié au carbone 

C-3 de ce composé est basée sur le déplacement chimique du C-3 à 79,0 ppm, alors qu’elle 

serait proche de 76 ppm dans le cas d’une orientation α. 
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Toute cette analyse spectrale ainsi que la comparaison avec les données de la littérature 

permettent d’attribuer la structure suivante au composé DE7: Lup-20(29)-èn-3-ol connu sous 

le nom Lupéol [178]. 

Le lupéol, est un triterpène pentacyclique, il a été isolé antérieurement de l’espèce 

Erysimum corinthium Boiss. (Brassicaceae) et se rencontre dans de nombreuses plantes 

médicinales. Ce composé est connu principalement pour ses propriétés anti-inflammatoire et 

anticancéreuse [179-181]. 

 

Lupéol 

Les déplacements chimiques de ce composé sont regroupés dans le tableau III-17 
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TableauIII.17: Déplacements chimiques en RMN1H et 13C du composé DE7 (CDCl3) 

 

III.3.8 Identification structurale du composé DE8 

 
β-sitostérol 

Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) Position δC (ppm) δH (m, J en Hz) 

1 38,7 1,72 (m, H-a) 

0,96 (m, H-b) 

16 35,6 1,52 (m, H-a) 

1,41 (m, H-b)  

2 27,4 1,65 (m, H-a) 

1,58 (m, H-b) 

17 43 - 

3 79 3,20 (m) 18 48,3 1,39 (m) 

4 39,9 - 19 48 2,42 (m) 

5 55,3 0,69 (m) 20 151,2 - 

6 18,3 1,56 (m, H-a) 

1,44 (m, H-b) 

21 29,8 1,97 (m, H-a) 

1,27 (m, H-b) 

7 34,2 1,48 (m, H-a) 

1,42 (m, H-b) 

22 40,2 1,43 (m, H-a) 

1,24 (m, H-b) 

8 41 - 23 28,2 1,02 (s) 

9 50,4 1,30 (sl) 24 15,4 0,82 (s) 

10 37,1 - 25 15,9 0,88 (s) 

11 20,9 1,47 (m, H-a) 

1,28 (m, H-b) 

26 16,1 1,08 (s) 

12 25,1 1,73 (m, H-a) 

1,13 (m, H-b) 

27 14,5 0,99 (s) 

13 38 1,68 (m) 28 18,1 0,83 (s) 

14 42,8 - 29 109,3 4,68 (sl, H-a) 

4,58 (sl, H-b) 

15 27,9 1,62 (m, H-a) 

1,04 (m, H-b) 

30 19,5 1,74 (s) 
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Ce composé a été identifié au β-sitostérol (très fréquent dans le règne végétal), par 

comparaison de sa CCM avec un echantillon témoin, les deux composés présentent les mêmes 

aspects visuels après pulvérisation à l’acide sulfurique et chauffage à 100°C ainsi que le 

même Rf (0.5, EP/AcOEt : 8/2). Le β-sitostérol a été isolé des espèces : Diplotaxis harra [68], 

Brassica oleracea, Brassica rapa Chinensis, Brassica rapa var. Parachinensis et Erysimum 

corinthium (Brassicaceae) [182-184]. 

III.4 Conclusion 

L’investigation chromatographique et l’analyse spectroscopique de la partie aérienne de 

Diplotaxis erucoides (L.) DC. appartenant à  la famille Brassicaceae, effectuée sur les extraits 

acétate d’éthyle et n-butanol  ont permis l'isolement et la caractérisation de huit produits 

naturels dont deux flavonoïdes, un coumaroyle, un monoterpène, deux monoglycérolipides et 

deux triterpènoides. Les métabolites isolés se répartissent comme suit: 

 Deux flavonoïdes : 

 Kaempférol 3-O-[α-L-rhamnopyranosyl (1-2)-β-D-xylopyranosyl]-7-O-α-L 

rhamnopyranoside (nouveau). 

 Kaempférol 3-O-β-glucoside (Astragaline) ; 

 Trois terpènes : 

 Loliolide ; 

 Lupéol ; 

 β-sitostérol. 

 Un coumaroyle 

 1-O-p-coumaroyl-β-D-glucose. 

 Deux monoglycérolipides 

 (10E,12Z)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-10,12-diènoate; 

 (9Z,11E)-2,3-dihydroxypropyl octadeca-9,11-diènoate. 
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III.5 Etude biologique 

III.5.1. Étude biologique de l'espèce Thymus algeriensis 

III.5.1.1 Teneur totale en phénols et flavonoïdes 

Les résultats des teneurs totales en phénols et en flavonoïdes des extraits EP, CHCl3 et n-

BuOH ont été estimés en utilisant les courbes d'étalonnage établies respectivement par l'acide 

gallique et la quercétine et ils ont été illustrés dans le tableau III.18. Les teneurs en phénoles 

et en flavonoïdes les plus élevées ont été trouvées dans l’extrait n-butanol, suivi d'extraits de 

chloroforme et d'éther de pétrole. 
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Tableau III.18 : Teneur totale en phénols et flavonoïdes des extraits bruts de T. algeriensis 

Extraits Teneur phénolique totale a 

(µg GAE mg-1 d'extrait de plante) 

Teneur flavonoïdique totale b 

(µg QE mg-1 d'extrait de plante) 

EP 62,65 ± 0,56 8,57 ± 0,27 

CHCl3 161,78 ± 0,09 9,77 ± 0,14 

n-BuOH 318,07 ± 0,88 198,17 ± 0,12 

a La teneur totale en phénols a été exprimée en µg d'équivalents d'acide gallique par mg d'extrait de plante.  

b La teneur en flavonoïdes a été exprimée en µg d'équivalents quercétine par mg d'extrait de plante. 
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Figure III.118: Droite d’étalonnage de l’acide gallique (moyenne ± de trois essais SD) 
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Figure III.119: Droite d’étalonnage de la quercétine (moyenne ± de trois essais SD) 
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 Discussion 

La teneur élevée en composés bioactifs observée dans l'extrait n-BuOH pourrait être liée 

à la polarité du solvant d'extraction. En effet, plusieurs études ont rapporté que les procédures 

d'extraction ont révélé que les composés phénoliques sont plus solubles dans les solvants 

organiques polaires en raison de la présence de plusieurs groupes hydroxyles [185]. 

                 Des recherches antérieures sur les teneurs totales en phénols et en flavonoïdes de la 

même espèce ont montré des variations dans leurs résultats. En fait, l'extrait méthanolique 

préparé à partir de la plante Thymus algeriensis qui a été récoltée dans trois régions 

différentes (Gafsa, Tamerza et Kairouane) de Tunisie, présente les niveaux les plus faibles de 

phénols et de flavonoïdes par rapport aux résultats de la présente étude [186]. De plus, les 

mêmes espèces poussant dans les environs de Laghouat, en Algérie, révèlent une plus grande 

teneur en phénols et en flavonoïdes [187]. Les quantités de composés phénoliques et 

flavonoïdes dans les extraits bruts pourraient varier en fonction de divers facteurs 

environnement aux tels que la température, l'humidité, l'intensité lumineuse et les minéraux. 

D'autres facteurs comme la culture, les lieux de culture et le stockage pourraient également 

affecter ces contenus [188,189]. 

III.5.1.2 Activités antioxydantes  

L'activité antioxydante des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH obtenus à partir de l’espèce 

Thymus algeriensis et standards (BHT, BHA, acide ascorbique et quercétine) a été évaluée à 

l'aide de cinq méthodes différentes à savoir : piégeage du radical libre DPPH, la capacité 

antioxydante par réduction de cuivre (CUPRAC), pouvoir réducteur du fer (FRAP), teste de 

phosphomolybdate (PPM) et le dosage du thiocyanate ferrique et les résultats sont présentés 

dans le tableau III.19.  

         Tous les extraits testés (EP, CHCl3 et n-BuOH) et les standards ont présenté une activité 

antioxydante d'une manière dépendante de la concentration. L'extrait n-butanol a exhibé la 

capacité antioxydante la plus élevée dans l'activité d'élimination des radicaux DPPH, 

CUPRAC et le dosage du pouvoir réducteur, par rapport aux extraits bruts (EP et CHCl3) et 

aux molécules de référence (acide ascorbique, BHA et BHT). En outre, cet extrait a révélé 

une activité puissante en capacité antioxydante totale avec une valeur de 20,79 ± 0,19 µg 

EAA mg-1ex par rapport aux résultats des extraits de CHCl3 et d'éther de pétrole. De plus, les 

résultats de dosage du thiocyanate ferrique ont montré que l'extrait n-BuOH de Thymus 

algeriensis a une forte capacité antioxydante à inhiber la peroxydation lipidique (47,43 ± 

0,58%) que celle de la quercétine (42,07 ± 0,25%), mais, cette activité est relativement plus 

faible que l'acide ascorbique (61,86 ± 1,27%) utilisé comme standard. 
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Tableau III.19 : Activités antioxydantes des extraits deT.algeriensispar les tests DPPH, 

CUPRAC, PR, TAC et FTC. 

 

Extraits et 

Standard 

Test DPPHa 

IC50 (µg ml-1) 

Test 

CUPRACa 

A0.50 (µg ml-1) 

Test du Pouvoir 

réducteur A0.50 

(µg ml-1) 

Test duCapacité 

antioxydante 

totale a 

µg EAA mg-1 ex 

Test du 

thiocyanate 

ferriquea 

% d'inhibition 

EP 69,50 ± 0,68 22,28 ± 0,24 25,25 ± 0,08 15,69 ± 0,001 27,80 ± 0,37 

CHCl3 79,92 ± 0,30 27,81 ± 3,06 24,5 ± 0,52 16,21 ± 0,02 24,25 ± 0,45 

n-BuOH 5,05 ± 0,12 0,94 ± 0,06 4,98 ± 0,48 20,79 ± 0,19 47,43 ± 0,58 

BHAb 6,82 ± 0,49 3,64 ± 0,19 8,41 ± 0,67 NT NT 

BHTb 22,32 ± 0,02 9,62 ± 0,87 > 50 NT NT 

Acide 

ascorbiqueb 
3,1 ± 0,002 12,43 ± 0,09 9,01 ± 0,46 NT 61,86 ± 1,27 

Quercetineb NT NT NT NT 42,07 ± 0,25 

a Les valeurs exprimées sont les moyennes ± SD de trois mesures (p <0,05), b Molécules de référence, NT: non 

testées. Les valeurs A0,5 sont définies comme la concentration à l’absorbance A = 0.5 
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Figure III.120: Droite d’étalonnages de l’acide ascorbique (moyenne ± SD de trois essais) 
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Figure III.121: Activité anti-oxydante parDPPH des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH de 

Thymus algeriensis (moyenne ± SD de trois essais) 
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Figure III.122: Activité anti-oxydante par test FRAP des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH de 

Thymus algeriensis (moyenne ± SD de trois essais) 
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Figure III.123: Activité anti-oxydante par test CUPRACdes extraits EP et CHCl3 de Thymus 

algeriensis (moyenne ± SD de trois essais) 
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Figure III.124: Activité anti-oxydante par test CUPRACde l’extrait n-BuOH de Thymus 

algeriensis (moyenne ± SD de trois essais) 
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 Discussion 

      Les propriétés antioxydantes des extraits de plantes sont principalement dues à leur 

richesse en composés phénoliques et flavonoïdes, qui sont capables de donner des atomes 

d'hydrogène ou des électrons pour inhiber la peroxydation lipidique et pour se protéger des 

dommages dus aux radicaux libres. Les résultats obtenus pourraient expliquer l'activité 

antioxydante des extraits de Thymus algeriensis. En fait, de nombreux flavonoïdes et 

polyphénols ont été isolés de cette espèce. Une étude antérieure réalisée sur l'activité 

antioxydante de l'extrait éthanolique de l'espèce T. algeriensis collectée dans la région de 

Laghouat a montré une faible activité dans le piégeage des radicaux DPPH [187]. 

En outre, la même espèce de Tunisie a exhibé une faible activité antioxydante par 

rapport à nos résultats dans le test de piégeage des radicaux DPPH [189]. La différence dans 

les résultats de l'activité antioxydante de la même espèce peut s'expliquer par les variations 

des quantités de composés polyphenoliques dans les extraits bruts et leurs interactions 

synergiques ou antagonistes et la polarité des systèmes [190]. 

III.5.1.3 Activité anti-inflammatoire in vitro 

L'activité anti-inflammatoire in vitro des extraits bruts (EP, CHCl3 et n-BuOH) préparés à 

partir des espèces T. algeriensis et diclofénac sodique comme standard a été évaluée par un 

essai de dénaturation de l'albumine d'œuf. Les données ont indiqué que tous les extraits testés 

et le médicament standard empêchent la dénaturation des protéines (albumine) de manière 

dépendante de la concentration (Fig.III.125). Le diclofénac a révélé un pourcentage maximal 

d'inhibition (99,23%) à la concentration de 800 µg ml-1. De plus, à la même concentration, 

l'extrait CHCl3 a présenté l'effet anti-inflammatoire le plus élevé avec un pourcentage 

d'inhibition à 45,27%, suivi par les extraits EP (30,26%) et n-BuOH (26,03%). 

 

Figure III.125: Dénaturation des protéines des extraits bruts de T. algeriensis et Diclofenac 
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 Discussion 

      La dénaturation des protéines est un processus dans lequel les protéines perdent leur 

structure tertiaire et secondaire par l'application d'agents externes tels que des solutions acides 

ou basiques, des sels inorganiques, des solvants et de la chaleur. Ces applications induisent 

des modifications de leur fonction biologique et de leurs propriétés [191]. La dénaturation des 

protéines est responsable du déclenchement de la polyarthrite rhumatoïde en raison de la 

production d'auto-antigènes dans certaines maladies rhumatismales [192]. 

    L'activité anti-inflammatoire des extraits de Thymus algeriensis peut être attribuée aux 

interactions entre les différents métabolites secondaires présents dans les extraits bruts et la 

région aliphatique autour du résidu de lysine sur la protéine d'albumine [193]. 

III.5.1.4 Activité anti-hémolytique 

Les extraits bruts obtenus à partir de T. algeriensis ont été testés pour leur capacité à 

protéger la membrane érythrocytaire contre la lyse induite par l'hypotonie et les résultats ont 

été représentés sur la figure III.126. Le résultat a révélé que tous les extraits testés présentent 

un effet anti-hémolytique de manière dépendante de la concentration. L'effet protecteur le 

plus élevé a été observé dans l'extrait de n-BuOH avec une valeur de concentration inhibitrice 

de l'hémolyse de 50% à 322,85 ± 0,87 µg ml-1, suivi de l'extrait de chloroforme à 443,25 ± 

0,52 µg ml-1. L'extrait EP a présenté l'activité la plus faible avec un pourcentage de 19,51 ± 

0,17% à la concentration de 800 µg ml-1. 
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Figure III.126 : Effet anti-hémolytique d'extraits bruts de Thymus algeriensis 

 Discussion 

       L'activité anti-hémolytique des extraits de Thymus algeriensis pourrait être liée à sa 

composition chimique, en particulier les flavonoïdes et les polyphénols. En effet, de 

nombreuses recherches antérieures ont montré que la présence de polyphénols et de 

flavonoïdes dans les extraits bruts améliore la stabilité de la membrane érythrocytaire et 
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inhibe l'hémolyse [194]. Cependant, le mécanisme d'action exact de la stabilisation de la 

membrane par l'extrait n'est pas encore élucidé [195]. En outre, de nombreuses études ont 

attribué l'effet anti-hémolytique des extraits bruts à la présence de métabolites secondaires 

ayant des activités antioxydantes en raison de leur capacité à piéger les radicaux libres [196]. 

III.5.1.5 Activité antibactérienne 

Les extraits bruts (EP, CHCl3 et n-BuOH) obtenus de l'espèce T. algeriensis ont exhibé 

une activité antibactérienne contre certaines souches bactériennes, par rapport aux 

antibiotiques de référence (ciprofloxacine et cotrimoxazole) et les résultats sont présentés 

dans le tableau III.20. Les résultats de l'activité antibactérienne ont montré la résistance des 

deux souches Pseudomonas aeruginosa DMS 1117 et Staphylococcus aureus ATCC 29213 

pour tous les extraits testés. Les extraits de n-BuOH et de EP présentaient une activité 

antibactérienne contre les souches Enterococcus faecalis ATCC 29212 et Escherichia coli 

ATCC 25922, mais l'extrait de chloroforme indique une activité seulement contre Escherichia 

coli ATCC 25922. 

Tableau III.20 : Activité antibactérienne d'extraits bruts de Thymus algeriensis. 

Zone d'inhibition (mm) 

Extraits / 

antibiotiques 

Dilution 

(µg mL-1) 

E. faecalis 

ATCC 

29212 

S. aureus  

ATCC 29213 

E. coli  

ATCC 

25922 

P. aeruginosa 

DMS 1117 

EP 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

12 ± 0,3 

10 ± 0,1 

8 ± 0,1 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

9,5 ± 0,3 

8 ± 0,1 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

MIC (µg mL-1) 25 NF 25 NF 

CHCl3 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

8,0 ± 0,3 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

MIC (µg mL-1) 0.5 NF 50 NF 

n-BuOH 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

15,0 ± 0,1 

12,0 ± 0,2 

10,0 ± 0,1 

8,0 ± 0,3 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

10,0 ± 0,3 

8,0 ± 0,3 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

MIC (µg mL-1) 12,5 NF 50 NF 

Ciprofloxacine NT NF 32±1 34,66±2,52 

Cotrimoxazole NT 31,66±2,51 NF 29,33±2,51 
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Les valeurs exprimées sont des moyennes ± SD de trois mesures (p <0,05). (-) Pas de 

zones d'inhibition autour des disques. Antibiotique (Ciprofloxacine et Cotrimoxazole, volume 

testé égal à 10 µg ml-1 × 10 μl). NF: introuvable. NT: non testé. MIC: la concentration 

minimale inhibitrice. 

 

Figure III.127 : Effet de l’extrait EP de la plante T. algeriensis sur la croissance bactérienne 

 

 

Figure III.128 : Effet de l’extrait CHCl3 de la plante T. algeriensis sur la croissance bactérienne 

 

 

Figure III.129 : Effet de l’extrait n-BuOH de la plante T. algeriensis sur la croissance 

bactérienne 
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 Discussion 

L'activité des différentes souches bactériennes n'est pas associée à la classification Gram 

positive ou Gram négative du fait que l'effet n'est pas lié à la paroi cellulaire. De nombreuses 

études menées sur l'activité antibactérienne de l'espèce Thymus algeriensis récoltée dans 

diverses régions d'Algérie, de Tunisie, de Libye et du Maroc ont rapporté que les huiles 

essentielles pouvaient être plus actives que les extraits bruts [197-201]. Alors que les extraits 

éthanoliques et méthanoliques obtenus de T. algeriensis, ont été testés contre plusieurs 

souches bactériennes, et les résultats ont montré une activité modérée par rapport aux résultats 

de notre étude [187,202]. L'activité antibactérienne des extraits organiques (EP, CHCl3 et n-

BuOH) pourrait être due à la présence de différentes classes de composés bioactifs isolés dans 

ce travail, tels que les flavonoïdes, les acides phénoliques et les triterpénoïdes qui sont bien 

connus pour leurs propriétés antimicrobiennes [203,204]. 

III.5.2 Étude biologique de l'espèce Diplotaxis erucoides 

III.5.2.1 Activité antibactérienne 

Les extraits bruts (EP, AcOEt et n-BuOH) obtenus de l'espèce D. erucoides ont exhibé 

une activité antibactérienne contre certaines souches bactériennes, par rapport aux 

antibiotiques de référence (ciprofloxacine et cotrimoxazole) et les résultats sont présentés 

dans le tableau III.21.  

 

Figure III.130 : Effet de l’extrait EP de la plante D. erucoides sur la croissance bactérienne 

 

 

Figure III.131 : Effet de l’extrait AcOEt de la plante D. erucoides sur la croissance 

bactérienne 
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Figure III.132 : Effet de l’extrait n-BuOH de la plante D. erucoides sur la croissance 

bactérienne 

Tableau III.21 : Activité antibactérienne d'extraits bruts de Diplotaxis erucoides. 

Extraits / 

antibiotiques 

Dilution 

(µg mL-1) 

S. aureus  

ATCC 29213 

E. coli  

ATCC 

25922 

P. aeruginosa 

DMS 1117 

EP 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

9 ± 0,2 

9 ± 0,3 

8 ± 0,5 

8 ± 0,3 

- 

8 ± 0,2 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

MIC (µg mL-1) 6,25 50 NF 

AcOEt 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

9 ± 0,8 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

8 ± 0,5 

- 

- 

- 

- 

MIC (µg mL-1) 50 NF 50 

n-BuOH 100 

50 

25 

12,5 

6,25 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

8 ± 0,2 

8 ± 0,3 

8 ± 0,5 

- 

- 

MIC (µg mL-1) NF NF 12,5 

Ciprofloxacine NF 32±1 34,66±2,52 

Cotrimoxazole 31,66±2,51 NF 29,33±2,51 
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 Discussion 

         La souche à Gram positif Staphylococcus aureus révèle des zones d’inhibition à 

différentes concentrations pour l’extrait EP et la Cotrimoxazole, mais elle n'a pas montré de 

zones d’inhibition à l’égard de l’extrait n-BuOH. De plus l'extrait AcOEt exerce un effet 

inhibiteur sur la croissance de cette bactérie. 

        Les deux extraits acétate d’éthyle et n-BuOH de la plante Diplotaxis erucoides n’ont 

montré aucun effet inhibiteur envers la croissance de la souche bactérienne à Gram négatif 

Escherichia coli. 

       L'activité antibactérienne réalisée sur l'extrait n-BuOH contre la souche à Gram négatif 

Pseudomonas aeruginosa montre exhibe la sensibilité de cette bactérie à différentes 

concentrations. Par contre, elle a présenté une résistance contre les extraits éther de pétrole et 

acétate d’éthyle. 

        On peut dire que ces résultats sont en accorde avec les travaux réalisés sur des espèces 

du genre Diplotaxis, dans lesquels ils ont montré bien l’activité de leurs extraits vis-à-vis de 

souches bactériennes à Gram + et Gram-. A titre d’exemple, les deux extraits hexane et 

AcOEt des feuilles et des fleurs de Diplotaxis simplex sont très actifs sur plusieurs souches 

comme : Bacillus cereus, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus 

et Enterococcus faecalis. Cependant, les extraits hexane des feuilles et AcOEt des feuilles et 

des racines de Diplotaxis harra ont révélé une inhibition de la croissance des bactéries 

Staphylococcus aureus et Enterococcus faecalis [73]. 

III.5.3 Conclusion 

        L'étude biologique de la plante médicinale Thymus algeriensis indique la présence des 

niveaux élevés de phénols et de flavonoïdes dans l'extrait n-butanol. Cet extrait a montré une 

forte activité antioxydante dans toutes les méthodes testées et a inhibé l'hémolyse de manière 

dose dépendante avec une valeur de CIH50 à 322,85 ± 0,87 µg ml-1. Tous les extraits bruts de 

cette plante empêchent la dénaturation des protéines de manière dépendante de la 

concentration. De plus, les extraits testés ont montré une activité antibactérienne contre les 

souches utilisées. En outre, les extraits (EP, CHCl3, n-BuOH) exhibent un effet anti-

hémolytique de manière dose dépendante. Cette activité des extraits de T. algeriensis peut être 

due à leurs puissantes propriétés antioxydantes, qui sont liées à leur richesse en contenus 

phénoliques et flavonoïdes. On peut conclure que les extraits de Thymus algeriensis 

pourraient être une source importante de composés bioactifs naturels contre les dommages 

pathologiques dus aux radicaux libres induisant des inflammations et des maladies 

infectieuses.  
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Par ailleurs, les résultats de l'activité antibactérienne de la plante Diplotaxis erucoides 

révèlent que l’extrait AcOEt n’a aucun effet inhibiteur envers la croissance de toutes les 

souches bactériennes testées. L’extrait EP de cette plante manifeste une activité 

antibactérienne seulement contre la souche Staphylococcus aureus, tandis que l’extrait n-

BuOH présente une activité vis-à-vis de la souche Pseudomonas aeruginosa.
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Conclusion  

Le travail présenté dans cette thèse porte particulièrement sur l’investigation chimique 

et biologique de deux plantes médicinales de la flore des Aurès nommées Thymus algeriensis 

L. et Diplotaxis erucoides DC. appartenant aux familles Lamiaceae et Brassicaceae 

respectivement. En fait, cette étude a pour objectif principal la recherche de nouveaux 

métabolites secondaires, la détermination de leurs structures chimiques et l’évaluation in vitro 

des activités biologiques telles que antioxydante, anti-inflammatoire, antihémolytique et 

antibactérienne. 

La macération hydroalcolique des parties aériennes des plantes Thymus algeriensis et 

Diplotaxis erucoides suivie de l’extraction liquide-liquide par divers solvants à polarité 

croissante ont conduit à préparer plusieurs extraits organiques à savoir éther de pétrole, 

chloroforme et n-butanol à partir de la plante T. algeriensis et éther de pétrole, acétate 

d’éthyle et n-butanol de l’espèce D. erucoides. 

L’étude chimique réalisée sur les extraits chloroformique et n-butanolique de l’espèce 

Thymus algeriensis, a abouti à l’isolement par les méthodes chromatographiques (VLC, CC, 

CCE) de 10 composés naturels constitués de quatre flavonoïdes, quatre acides phénoliques et 

deux triterpènes. 

L’analyse chromatographique des extraits acétate d’éthyle et n-butanolique de 

Diplotaxis erucoides, a mené à l’isolement de 8 métabolites secondaires se répartissant 

en deux flavonoïdes dont un nouveau, trois terpènes dont un monoterpène et deux triterpènes, 

un dérivé du coumaroyle et deux monoglycérolipides. 

L’identification des métabolites secondaires isolés 1-18 est rendue possible grâce à 

l’analyse combinatoire des spectres obtenus des différentes méthodes d’analyses 

spectroscopiques particulièrement la RMN 1D (1H, 13C) et 2D (COSY H-H, HSQC, HMBC), 

la spectroscopie de masse ESI-MS et la spectrophotométrie UV-Vis, la mesure du pouvoir 

rotatoire [α]D et la comparaison avec les données de la littérature. 

Le dosage des polyphénols et des flavonoïdes totaux des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH 

obtenus à partir de plante Thymus algeriensis par les méthodes de Folin-Ciocalteu et du 

trichlorure d’aluminium respectivement, montre que l’extrait n-BuOH est le plus riche en 

polyphénols et flavonoïdes totaux par rapport aux autres extraits EP et CHCl3. 
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L’étude de l’activité antioxydante des extraits issus de l’espèce Thymus algeriensis 

selon cinq méthodes a révélé que l'extrait n-BuOH possède une forte activité antioxydante 

dans toutes les méthodes testées et inhibe l'hémolyse de manière dose-dépendante avec une 

valeur de CIH50 à 322,85 ± 0,87 µg / ml. L'activité anti-inflammatoire in vitro a été évaluée 

par le test de dénaturation de l'albumine d'œuf. Tous les extraits bruts empêchent la 

dénaturation des protéines de manière dépendante de la concentration. 

En effet, la bonne activité antihémolytique de T. algeriensis peut être due à ses 

puissantes propriétés antioxydantes, qui sont liées à sa richesse en composés phénoliques et 

flavonoïdes. Il en résulte que les extraits de Thymus algeriensis pourraient être une source 

importante de composés bioactifs naturels contre les dommages pathologiques dus aux 

radicaux libres induisant des inflammations et des maladies infectieuses. 

L'activité antibactérienne des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH obtenus de l’espèce 

Thymus algeriensis et EP, AcOEt et n-BuOH issus de la plante Diplotaxis erucoides ainsi que 

la ciprofloxacine et la cotrimoxazole comme contrôles positifs,a été estimée par la méthode de 

diffusion des disques en milieu gélosé contre quatre bactéries dont 2 Gram- (Escherichia coli 

et Pseudomonas aeruginosa) et 2 Gram+ (Staphylococcus aureus, Enterococcus faecalis). 

Parmi les extraits testés, ceux de l’espèce T. algeriensis ont montré une activité 

antibactérienne contre la plupart des souches employées, avec des zones d'inhibition allant de 

8 à 15 mm, par contre les extraits préparés de la plante D. erucoides manifestent une activité 

antibactérienne modérée contre la plupart des souches testées. 

Le travail effectué dans cette thèse s’est étendu sur plusieurs axes de recherche, ce qui 

justifie que certains aspects n’ont pas été traités d’une façon très profonde. Plusieurs 

recommandations et perspectives peuvent faire l’objet d’un travail futur. Nous citons comme 

exemple : 

 L’évaluation des activités biologiques des métabolites secondaires isolés. 

 L’étude de l’activité antioxydante et l’activité anti-inflammatoire des extraits de 

l’espèce Diplotaxis erucoides. 

     L’évaluation des activités biologiques in vivo (activité antioxydante, activité anti-      

iflammatoire, activité antiulcéreuse, ………). 
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 ملخص 

 صالحتين للأكل هما جزائريتين لنبتتين البيولوجي النشاط وتقييم الكيميائية الدراسة يتمحورحول البحثي العمل هذاان  

.Brassicaceae  عائلة من Diplotaxis erucoides وLamiaceae عائلة من Thymus algeriensis 

 كروماتوجرافية بطرق النبتتين في المتواجدة الثانوية الأيضية المركبات وعزل استخلاص على العمل هذا يركز

مثل مختلفة عائلات من طبيعي مركب عشر ثمانية عزل إلى أدى مما. لها المعتادة الطيفية بالطرق بنيتها مختلفة وتحديد  

.الغليسيريد أحادية والدهون التربينات، البوليفينولات،  

    إلى Thymus algeriensis لنبات الهوائي للجزء والبوتانول الكلوروفورم لمستخلصات الكيميائي الفحص أسفر

اثيل مستخلصات ومن. التربينات ثلاثية من واثنين فينولية أحماض 4 فلافونويدات، 4: ثانوية مستقلبات عشرة عزل   

 2: طبيعية مركبات مانيةث وتحديد فصل تم ، Diplotaxis erucoides لنبات الهوائي للجزء والبوتانول الاسيتات

 .التربينات أحادي 1و التربينات ثلاثية 2كوماريل، 1 الغليسيريد، أحادية الدهون من 2 جديد، هيكل ذو أحدهما فلافونويدات

 الكلوروفورم البترول، اثير لمستخلصات والفلافونويدات البوليفينولية للمركبات الكلي المحتوى تحديد نتائج أظهرت

 أن الألومنيوم كلوريد ثلاثي و Folin-Ciocalteu الكاشف من كل باستخدام Thymus algeriensis للنبتة والبوتانول

و البترول اثير بمستخلصات مقارنة الفلافونويد و البوليفينول مركبات مجموع في الأغنى هو البوتانول مستخلص  

 .الكلوروفورم

 للنبتة الخامة المستخلصات جميع. البيض ألبومين تمسخ اختبار طريق عن للالتهابات المضاد النشاط تقييم تم

Thymus algeriensis التركيز على اعتمادا البروتين تمسخ تمنع. 

 :مختلفة تقنيات خمس خلال من للأكسدة المضادة السعة تحديد تم ذلك، إلى بالإضافة

 الحر للجذر الإزاحي النشاط DPPH، 

 النحاس للأكسدة المضادة القدرةCUPRAC ، 

 الحديد للأكسدة المضادة القدرة اختبار ،FRAP، 

 الفوسفوموليبدات طريق عن للأكسدة المضادة القدرة وإجمالي .PPM 

 مستخلص أن النتائج أظهرت. الحمراء الدم كريات هشاشة اختبار بواسطة للانحلال المضاد النشاط تقييم تم

 بقيمة الجرعة على تعتمد بطريقة الدم انحلال ويمنع المختبرة الطرق جميع في للأكسدة مضاد نشاط أكبر له البوتانول

50ICH مل/  ميكروغرام322,85  ±0,87  تبلغ  

 ،Thymus algeriensis للنبته والبوتانول الكلوروفورم البترول، اثير لمستخلصات للبكتيريا المضاد النشاط اختبار تم لقد

 هي بكتيرية سلالات أربع ضد Diplotaxis erucoides للنبته والبوتانول الاسيتات اثيل البترول، اثير ومستخلصات

 استخدمنا. الزائفة والاروجينوزا القولونية الاشريكية البرازية، المعوية المكورات الذهبية، العنقودية المكورات

لديها  Thymus algeriensis النبتة مستخلصات أن النتائج أظهرت. كمراجع والكوتريموكسازول السيبروفلوكساسين

 أظهرت أخرى، ناحية من ملم، 15 إلى 8 من تتراوح تثبيط مناطق مع اختبارها، تم التي السلالات معظم ضد جيدة فعالية

 .المختبرة السلالات معظم ضد ايفً عض نشاطاً Diplotaxis erucoides النوع مستخلصات

 :المفتاحية الكلمات 

Thymus algeriensis، Diplotaxis erucoides، ،أحادية الدهون الفلافونويدات، التربينات، البوليفينولات 

 .للجراثيم مضاد ونشاط للانحلال مضاد نشاط للأكسدة، مضاد نشاط الغليسيرول،
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Résumé 

La présente étude phytochimique et l’évaluation de l’activité biologique concerne deux plantes 

comestibles Algériennes une Lamiaceae (Thymus algeriensis) et une Brassicaceae (Diplotaxis 

erucoides). Le travail porte sur l’extraction, l’isolement par diverses méthodes chromatographiques et 

la détermination structurale par les techniques spectroscopiques usuelles de métabolites secondaires. 

Dix-huit composés ont été isolés des deux espèces appartenant aux différentes classes de produits 

naturels comme les polyphénols, les terpènes, et les monoglycérolipides. 

L’étude phytochimique des extraits CHCl3 et n-BuOH de la partie aérienne de Thymus 

algeriensis a abouti à l’isolement de dix métabolites secondaires dont 4 flavonoïdes, 4 acides 

phénoliques et Deux triterpénes. A partir des extraits AcOEt et n-BuOH de la partie aérienne de 

Diplotaxis erucoides huit substances naturelles ont été isolées et identifiées, se répartissant en 2 

flavonoïdes dont un possède une nouvelle structure, 2 monoglycérolipides, 1 coumaroyl, 2 triterpènes 

et 1 monoterpène. 

Les résultats du dosage des polyphénols totaux et flavonoïdes des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH 

de la plante Thymus algeriensis, estimées respectivement par les méthodes de Folin- Ciocalteu et de 

trichlorure d’aluminium (AlCl3), révèlent que l’extraits n-BuOH est le plus riche en polyphénols 

totaux et flavonoïdes par rapport aux extraits EP et CHCl3. 

L'activité anti-inflammatoire in vitro a été évaluée par le test de dénaturation de l'albumine 

d'œuf. Tous les extraits bruts empêchent la dénaturation des protéines de manière dépendante de la 

concentration.  

De plus, la capacité antioxydante a été déterminée par cinq techniques différentes : le piégeage du 

radical libre DPPH, la capacité antioxydante réductrice cuivrique CUPRAC, le test de pouvoir 

réducteur du fer FRAP, le test de phosphomolybdate PPM et le dosage du thiocyanate ferrique. 

L’activité antihémolytique a été etablie par le test de fragilité osmotique des érythrocytes. Les 

résultats montrent que l’extrait butanolique exhible la plus grande activité antioxydante dans toutes 

les méthodes testées et inhibe l'hémolyse de manière dose-dépendante avec une valeur de CIH50 à 

322,85 ± 0,87 µg / ml.  

En outre, l'activité antibactérienne des extraits EP, CHCl3 et n-BuOH de l’espèce Thymus 

algeriensis et les extraits EP, AcOEt et n-BuOH de l’espèce Diplotaxis erucoides a été testée par la 

méthode de diffusion sur disque de gélose contre quatre souches bactériennes à savoir Staphylococcus 

aureus, Enterococcus faecalis, Escherichia coli et Pseudomonas aeruginosa. La ciprofloxacin et la 

cotrimoxazole sont utilisés comme des composés de référence. Les extraits testés de l’espèce T. 

algeriensis ont montré une activité antibactérienne contre la plupart des souches testées, avec des 

zones d'inhibition allant de 8 à 15 mm, par contre les extraits de l’espèce D. erucoides manifestent 

une faible activité antibactérienne contre la plupart des souches testées. 

Mots clés : Thymus algeriensis, Diplotaxis erucoides, Polyphénols, Terpènes, Flavonoïdes 

Monoglycérolipides, Activité antioxydante, Activité antihémolytique et Activité antibactérienne. 
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Abstract 

The present phytochemical study and the evaluation of the biological activity report two edible 

Algerian plants named Thymus algeriensis (Lamiaceae) and Diplotaxis erucoides (Brassicaceae). The 

work focuses on the extraction, the isolation by various chromatographic methods and the structural 

determination by different spectroscopic technics of secondary metabolites. Eighteen compounds have 

been isolated from the two species including different families of natural product such as polyphenols, 

terpenes, and monoglycerolipids. 

The phytochemical study of CHCl3 and n-BuOH extracts from the aerial parts of Thymus 

algeriensis resulted in the isolation of ten secondary metabolites including 4 flavonoids, 4 phenolic 

acids and two triterpenes. From the EtOAc and n-BuOH extracts of the aerial parts of Diplotaxis 

erucoides eight natural substances have been isolated and identified. They are divided into 2 

flavonoids, one of which has a new structure, 2 monoglycerolipids, 1 coumaroyl, 2 triterpenes and a 

monoterpene. 

The results of the determination of the total polyphenols and flavonoids of the PE, CHCl3 and n-

BuOH extracts of Thymus algeriensis plant, estimated respectively by the methods of Folin-Ciocalteu 

and of aluminum trichloride (AlCl3), reveal that the n-BuOH extracts is the richest in total 

polyphenols and flavonoids compared to PE and CHCl3 extracts. 

The in vitro anti-inflammatory activity was assessed by the egg albumin denaturation test. All 

crude extracts prevent protein denaturation in a concentration dependent manner. In addition, the 

antioxidant capacity was determined by five different technics: the scavenging of the free radical 

DPPH, the cupric reducing antioxidant capacity CUPRAC, the FRAP iron reducing power test, the 

PPM phosphomolybdate test and the ferric thiocyanate assay. Antihemolytic activity was established 

by the erythrocyte osmotic fragility test. The results show that butanol extract has the greatest 

antioxidant activity in all the tested assays and inhibits hemolysis in a dose-dependent manner with an 

ICH50 value of 322.85 ± 0.87 µg / ml. 

Furthermore, the antibacterial activity of the PE, CHCl3 and n-BuOH extracts of the species 

Thymus algeriensis and the PE, EtOAc and n-BuOH extracts of the Diplotaxis erucoides species was 

tested by the agar disk diffusion method against four bacterial strains namely Staphylococcus aureus, 

Enterococcus faecalis, Escherichia coli and Pseudomonas aeruginosa. Ciprofloxacin and 

cotrimoxazole are used as references. The tested extracts of the species T. algeriensis showed 

antibacterial activity against most of the tested strains, with zones of inhibition ranging from 8 to 15 

mm, on the other hand the extracts of the species D. erucoides displayed a weak antibacterial activity 

against most strains. 

Keywords: Thymus algeriensis, Diplotaxis erucoides, Polyphenols, Terpenes, Flavonoids 

Monoglycerolipids, Antioxidant activity, Antihemolytic activity and Antibacterial activity. 

 


