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Glossaire 
 

°C degré Celsius 
3,6-Agal 3,6-anhydrogalactose 
AcONa Acétate de sodium 
BaCl2 Chlorure de baryum 

Ca+2 ion calcium 
CCE Chromatographie sur Couches Epaisses 
CCM Chromatographie sur Couches Minces 
CE Cold Extract 
CH2Cl2 dicholorométhane 

Cl- ion chlorure 
CNRE Centre National de Recherche sur l’Environnement  
CPG Chromatographie en Phase Gazeuse 
CTAB cétyltriméthylammonium bromide (cetavlon) 
DO densité optique 
E.D eau distillée 
EtOH éthanol 
Fru fructose 
Gal galactose 
Glc glucose 
h heure 
H2SO4 acide sulfurique 
HCl acide chlorhydrique 
HE Hot Extract 
IR infrarouge 
K+ ion potassium 
KBr bromure de potassium 
KCl chlorure de potassium 
LCOSM Laboratoire de Chimie Organique Substances Marines 
LME Laboratoire de Microbiologie de l’Environnement  
m masse 
M molarité 
MA modification Alcaline 
Man mannose 
MeOH méthanol 
mg milligramme 
mm millimètre 
mn minute 
N normalité 
Na+ ion sodium 

Na2SO4 sulfate de sodium 
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NaBH4 borohydrure de sodium 

NaHCO3 hydrocarbonate de sodium 

NaOH hydroxyde de sodium 
pH potentiel hydrogène 
PM poids moléculaire 
Pyr pyridine 
Rf référence frontale 
Rib ribose 
RMN Résonance Magnétique Nucléaire  
Si silice 
SM Spectrométrie de Masse  
SO3- ion sulfonate 
SO4-- ion sulfate 
TR temps de rétention 
UV ultraviolet 
uv/visible ultraviolet/visible 
v volume 
Xyl xylose 
α alpha 
β bêta 
γ gamma 
δ delta 
ε êta 
η nu 
θ téta 
ι iota 
κ kappa 
λ lambda 
λmax longueur d’onde maximale 
µ mu 
µg microgramme 
µl microlitre 
µM micromole 
π pi 
ω oméga 
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Bien que le milieu marin entoure Madagascar sur plus de 5.000Km, l’algue ne bénéficie 

malheureusement pas des mêmes attentions que les espèces végétales supérieures aussi bien de la 

part des scientifiques malgaches que des secteurs publics et privés. Mis à part les grandes sociétés 

crevettières et thonières, rien de bien concret ne se fait en ce qui concerne les algues marines 

malgaches qui constituent une source importante de matières premières et de produits à haute 

valeur ajoutée. Son développement est ressenti comme une source de richesses et d’emplois. 

Cependant, l’utilité et l’importance des algues ainsi que leurs dérivés (agar-agar, carraghénanes et 

alginates) sont encore méconnus par la majorité de la population malgache. L’insuffisance de 

données scientifiques et techniques sur les potentialités thérapeutiques des algues à Madagascar 

constitue un handicap pour le développement de cette filière.  

D’autre part, les propriétés épaississantes, gélifiantes ou stabilisantes des algues sont exploitées 

dans les industries agro-alimentaires et textiles.  

Notre sujet porte sur: « Etude chimique de Plocamium corallorhiza (PLOCAMIACEAE) algue 

rouge de Madagascar ».  

Le présent travail consiste à étudier les substances naturelles de cette algue rouge. Il comporte 

une partie chimique et une partie biologique. Il a été réalisé en collaboration entre le Laboratoire 

de Chimie Organique et de Substances Marines (L.C.O-S.M) de l’Université d’Antananarivo et le 

Laboratoire de Microbiologie de l’Environnement (L.M.E) du Centre National de Recherches sur 

l’Environnement (C.N.R.E).  

Le mémoire se subdivise en deux grandes parties : 

La première est consacrée à la caractérisation des polysaccharides de Plocamium 

corallorhiza.  

La seconde est réservée à l’isolement et à l’identification des constituants chimiques 

autres que polysaccharides, ainsi que l’étude de ses activités antibactérienne et antimalaria.  

Il est présenté selon le plan IMRED, les références bibliographiques et annexes terminent 

l’ouvrage. 
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GÉNÉRALITES 

A- POLYSACCHARIDES  

A-1. Définition  

Les polysaccharides peuvent être définis comme de longues molécules formées de 

l’enchaînement de motifs similaires en l’occurrence des glucides appelés couramment sucres. Ce 

sont des polymères naturels de haut poids moléculaire, résultant de la condensation d’un grand 

nombre de molécules de chaînes linéaires ou ramifiées d’oses, reliés entre eux par des liaisons 

glycosidiques (Whyte et al., 1986 ; Vollhardt et Schore,1995). 

Ils présentent une structure tridimensionnelle, variée et complexe.  

Il existe plusieurs types de polysaccharides : 

- les polysaccharides formés exclusivement par des oses ; 

- les polysaccharides liés à des protéines ou protéoglucanes ; 

- les polysaccharides présentant des ponts peptidiques ou peptiglycanes ; 

- les polysaccharides ramifiés par des séquences répétitives d’unités oligosaccharides liées 

entre elles par les liaisons phosphorodiesters, les acides téichiques ; 

- les acides nucléiques, ADN et ARN.  

Les polysaccharides peuvent également être divisés en deux types : 

- Les polysaccharides dites « homogènes » comportant un seul type d’unités 

monosaccharides. 

- Les polysaccharides « hétérogènes » résultant de la condensation de différents types de 

monosaccharides.  

Les polysaccharides peuvent se présenter sous forme linéaire ou ramifiés. 
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A-2. Classification 

Les phycocolloïdes, polysaccharides extraits des algues rouges et brunes sont répartis en fonction 

de la classe de l’algue qui les contiennent (Wuitner, 1865-1946 ; Percival et al., 1967). 

A-2-1. Polysaccharides de Phaeophyceae -algues brunes  

Les algues brunes sont les principales sources d’alginates et d’acide alginique (Bodard et al., 

1983). 

Dans cette classe, on trouve :  

. Les polyuronides composés de deux unités d’acides uroniques : les acides D-

mannuroniques liés en β-1,4- et les acides L-guluroniques liés en α-1,4-. 

. Les fucoïdanes polymères du α-(1→2)-L-fucose-4-sulfate 

. Les laminaranes ou β-1,3-glugane. 

Leur chaîne présente un poids moléculaire de l’ordre de 800.000.  

A-2-2. Polysaccharides de Rhodophyceae –algues rouges 

Les algues rouges contiennent un taux considérable en galactanes sulfatés, ayant un poids 

moléculaire supérieur à 1.000.000 et caractérisés par une répétition régulière de résidus 

galactopyranoses. Ces unités monomères sont liées alternativement par des liaisons β-(1→4) et α-

(1→3) (Kloareg et al., 1988). 

Ces galactanes sont subdivisés eux-mêmes en deux groupes suivant la configuration des unités : 

-les molécules du type carraghénane 

-les molécules du type agar (Bruneton,1993). 

A-2-3. Polysaccharides de Chlorophyceae –algues vertes  

Les polysaccharides d’algues vertes présentent une structure voisine de celle des polysaccharides 

des végétaux supérieurs, amylose ou amilopectine. Il s’agit d’hétérosides très sulfatés (22%), de 

poids moléculaire situé entre 100.000 et 1.000.000. (Kloareg et al., 1988). 
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A-2-4. Polysaccharides des autres classes d’algues  

Ces polysaccharides sont contenus dans les familles Cyanophyceae (bleu-vert), 

Bacillariophyceae (deatomique) et Lanthophyceae. Ils sont constitués par des unités très 

variables comme le mannitol, le glucose, le laminitol, l’inositol (Percival et al., 1967).  

A-3. Polysaccharides des algues rouges 

Les algues rouges sont capables de produire soit des carraghénanes, soit des agars (Whyte et al., 

1984). 

A-3-1. Les carraghénanes 

Les carraghénanes sont des polysaccharides qui constituent les parois cellulaires de divers algues 

rouges (Rhodophycées) appartenant aux familles des Gigartinaceae, Hypneaceae, 

Furcellariaceae et Polyideaceae (Rees, 1969 ; Santos, 1980 ; Greer et al.,1984 ). 

Ils comportent des longues chaînes galactanes, polyélectrolytes anioniques. Leur masse 

moléculaire peut être supérieure à 106 (Kloareg et al., 1988). 

Ces polymères linéaires, formés par des motifs disaccharides [AB], sont composés par deux 

unités D-galactopyranoses liées alternativement par des liaisons α-(1→3) et β-(1→4) (Yaphe, 

1959 ; Bellion et al.,1983).  

Ce sont des polysaccharides très sulfatés (20-50%) et les résidus α-D-galactopyranosyles peuvent 

être sous forme 3’,6’-anhydro (Asare, 1980 ; Greer et al., 1985).  

A-3-1.1. Différents types de carraghénanes 

Initialement, on a subdivisé les carraghénanes en deux familles suivant leur solubilité dans le 

KCl. Les fractions solubles dans le KCl ont été désignées par le préfixe « Kappa », tandis que le 

préfixe « Lambda » a été réservé à celles des fractions insolubles. 

Plus tard, les classifications ont été basées sur le nombre, la position de groupements sulfates 

ainsi que la présence de pont 3’,6’-anhydro sur les résidus β-D-galactopyranosyles. Ceci a abouti 

aux quatre grandes familles : κ, λ, β, ω (Yaphe, 1972 ; Anderson et al., 1969 ; Rees et al., 1969 ; 

Greer et al., 1984).  

Les différentes familles (figure 1) de carraghénane sont présentées dans le tableau I suivant : 
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             Tableau I. Les différentes familles de carraghénane.  

Familles Position de sulfate Carraghénanes présents 

Kappa (κ) C4. κ, ι, µ, ν-carraghénanes 

Lambda (λ) C2. λ, ε, θ, π-carraghénanes 

Bêta (β) ne sont pas sulfatés β, γ, α, δ-carraghénanes 

Omega (ω) C6. ω -carraghénane 
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Figure 1. Différents types des carraghénanes. 
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A-3-1.2. Utilisations des carraghénanes 

Le tableau II ci-après présente quelques exemples de leurs utilisations courantes.  

Tableau II. Importance industrielle des carraghénanes.  

Branche d’activité humaine Propriétés 

Industrie alimentaire Emulsionnant dans les pâtisseries, confiseries 

Elevage et agriculture 
Adjuvant favorable à la croissance dans l’alimentation du 
bétail et des volailles, engrais 

Industrie cosmétique Emulsionnant 

Industrie pharmaceutique Efficacité dans les ulcères gastriques et duodénaux, laxatifs 

Agro-alimentaire Gélifiant, stabilisant, épaississant 

Papeterie Peintures et vernis 

Photographie Fabrication de films 

B- TRAVAUX ANTERIEURS sur le genre Plocamium  

Comme d’autres produits de la mer, les algues ont jouées un rôle thérapeutique vis à vis de 

certaines affections (Whyte et al., 1984). Elles montrent une gamme d’activité biologique : 

anticoagulante, antibactérienne, antitumorale, antivirale, hypocholéstérolémiante (Dominique, 

1998), antimicrobienne (Kônig et al., 1999), insecticide (San-Martin et al., 1991 ; Argandona 

et al., 2002), antituberculeuse (Kônig et al., 2000), et anticancéreuse (Fuller et al., 1992-

1994). Le tableau III suivant montre quelques exemples de leurs activités. 
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              Tableau III. Activités de quelques espèces de Plocamium.  

Algues Activités 

Plocamium angustum  Antibacterial, antifungal  

Plocamium cartilagineum Antiretroviral  

Plocamium custatum Sedative, antibacterial  

Plocamium hamatum antitumoral 

Plocamium lemtophyllum  Antiherpetic, anti- HIV 

Plocamium mertensii Sedative, anticonvulsant  

Plocamium telfairia  Antiherpetic, anti-HIV 

Plocamium violaceum  Antiretroviral  
 

Plus récemment, Knott et al. (en 2005) et Mann et al. (en 2007), ont entrepris des études 

préliminaires sur les constituants chimiques de Plocamium corallorhiza, récoltés en Afrique 

du Sud, en Mars 2002, et en Janvier 2006. Les composés obtenus sont présentés dans le 

tableau IV suivant.  
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Tableau IV. Composés isolés de Plocamium corallorhiza.  

Knott et al., 2005 Mann et al., 2007 
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Stierle et al., 1979 ; Ireland et al., 1976 ; Higgs et al., 1977 ont également identifié d’autres 

constituants chimiques de Plocamium corallorhiza : 
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A. MATERIEL VEGETAL 

A. 1. Collecte 

Les collectes ont été réalisées durant la marée basse, période à laquelle les algues émergent à 

la surface de l’eau de mer, et peuvent être facilement arrachées des rochers, leur support. Une 

partie représentative de chaque échantillon d’algues fraîches a été immédiatement fixée pour 

la constitution d’un herbier.  

Notre échantillon d’algue rouge Plocamium corallorhizaa a été collecté par les équipes du 

Laboratoire de Microbiologie de l’Environnement (LME) du Centre National de Recherche 

sur l’Environnement (CNRE) en 2004. L’échantillon d’algue (figure 2) a été collecté au Sud-

Est de Madagascar, dans un petit village au Nord de Fort-Dauphin (figure 3), à Evatraha. Un 

alguier est disponible au Laboratoire du CNRE.  

 

 

 
Figure 2. Plocamium corallorhiza. 
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Figure 3. Localisation de la collecte. 

A.2. Description botanique  

Les données systématiques de l’échantillon d’algues rouges étudiées sont résumées dans le 

tableau V suivant : 

Tableau V. Données systématiques.  

Classe Rhodophyceae 

Division Rhodophyta  

Ordre  Gigartinales 

Famille  Plocamiaceae 

Genre Plocamium  

Espèce Corallorhiza 
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B. MATERIELS ET APPAREILS UTILISES 

B.1. Pesée  

Les différentes pesées ont été effectuées à l’aide des deux types de balances :  

High Presion balance excell 9VDC/1300 mA BH-1500, Cap : 1500 g/ Div. 0,05 g. 

Precisa XT 220A de portée maximale 220 g, à 10-4 près. 

B.2. Séchage  

Tout séchage a été réalisé à l’aide d’une étuve universelle BINDER. 

B.3. Broyage  

L’échantillon d’algue a été broyé à l’aide d’un broyeur électrique. 

B.4. Centrifugation  

Les centrifugations ont été réalisées à l’aide d’une centrifugeuse SIGMA, réglée à la vitesse de 

1000 rpm. 

B.5. Agitation  

Les agitations ont été effectuées soit à l’aide d’un agitateur magnétique Fisherbrand 

HOTPLATE STIRRER Model L-81, Heidoph MR 3000. 

B.6. Evaporation  

Un évaporateur rotatif BUCHI type R200 a été utilisé pour concentrer ou sécher les extraits. 

B.7. Filtration  

Les différents filtrations ont été effectuées par à l’aide d’une filtre Buchner et  papier filtre 

WhatmanR Cat no 1001 110, 110mm de diamètre. 
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B.8. Dialyse  

Pour la dialyse, des morceaux de boudin de dialyse d’une longueur approximative de 25cm 

ont été utilisés. 

B.9. Dosage colorimétrique  

Les mesures de densité optique lors des différents dosages colorimétriques ont été effectuées à 

l’aide d’un spectrophotomètre UV.BIOMATE.  

B.10. Chromatographie sur couche mince 

Plaque C.C.M utilisé : 25 DC – Alufolié Kieselgel 60 F254 MERCK, art 5568 d’épaisseur 

0,2mm. 

• Observation sous UV  

Les dépôts et les taches ont été observés sous UV à l’aide d’une lampe de WOOD VL – 4 LC 

aux longueurs d’onde λ=254 nm et 365 nm. 

• Révélation 

Les taches ont été révélées par pulvérisation de réactif à la vanilline sulfurique suivi de 

chauffage. 

B.11. Chromatographie Liquide à Basse Pression  

Colonne utilisée :  

 Diamètre intérieur de 2,3cm 

 Diamètre extérieur de 2,5cm 

 Hauteur de 50cm  

 Hauteur effective de 17cm  

Adsorbant (ou phase stationnaire): ACROS ORGANICS 27,5080g de silicagel, for column 

chromatography 0,035-0,070mm, pore diameter Ca 6nm. 

B.12. Infrarouge  

Les spectres d’absorption infrarouge ont été enregistrés sur un spectrophotomètre FTIR-8400S 

SHIMADZU. 
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C. METHODES 

C.1. Traitement préalable des échantillons d’algues 

C.1.1. Lavage 

Avant toute opération, il est nécessaire d’éliminer toutes les impuretés possibles, telles que les 

sels, sable, coquilles, les algues parasites, etc. qui souillent les échantillons d’algues. A cet 

effet, on procède à leur lavage à l’eau, lequel est suivi d’un séchage à l’étuve (Greer et al., 

1984 ; Andriamanantoanina et al., 1996). 

Les échantillons d’algues ont été lavés abondamment à l’eau, rincés à l’eau distillée 

puis séchés à l’étuve 50°C avant d’être finement broyés. (Alexeev, 1980 ; Greer et al., 1984 ; 

Mollion, 1988).  

C.1.2. Broyage 

Les échantillons ont été broyés afin d’optimiser le contact entre les prises d’essai et les 

solvants lors des diverses opérations ultérieures. Un fin broyage est requis pour améliorer le 

rendement de ces derniers (Alexeev, 1980). 

Le prétraitement effectué aux échantillons d’algues est présenté dans la figure 4 

suivante.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4. Prétraitement des échantillons d’algues. 

Algues fraîches collectées 

Nettoyage avec l’eau de robinet et eau distillée 
 

Séchage à l’étuve  

Broyage 

Algues broyées 
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C.2. Méthodes d’analyse des polysaccharides  

C.2.1. Extraction du carraghénane  

On effectue trois extractions différentes : chaque extraction s’effectue en deux étapes :  

� Première voie d’extraction  

Elle porte sur la poudre de Plocamium corallorhiza. 

Première étape : Extraction à froid ou « Cold Extract » :CE  

10,083g de poudre de Plocamium corallorhiza sont macérées dans 150 à 400ml d’eau 

distillée, sous agitation pendant une nuit. On filtre à l’aide d’une voile propre pour séparer la 

solution ou cold-extract de la plus grosse partie des débris. Le filtrat est ensuite passé sous 

pression sur papier filtre WHATMAN 589/1 de 110mm de diamètre.  

On le concentre sur évaporateur rotatif, puis précipité par 4 volumes d’éthanol 90° pendant 

24h à 4°C. On centrifuge et le précipité est laissé à sécher à l’étuve à 60°C.  

Deuxième étape : Extraction à chaud ou « Hot Extract » :HE 

Le résidu récupéré après filtration du cold-extract est dépigmenté trois fois avec 60 à 200ml 

d’acétone et une fois avec de l’éthanol bouillante. Après chaque traitement, on centrifuge à 

l’aide d’une centrifugeuse SIGMA pendant 15 à 20minutes.  

Le dépôt, rincé à l’eau distillée est placé dans 150 à 500ml d’eau distillée à 100°C pendant 

trois heures avec reflux. La décoction encore chaude subit les mêmes traitements (filtrations) 

que précédemment. Cette extraction à 100°C est réalisée trois fois pour le même résidu. Les 

filtrats très bien mélangés sont ensuite congelés une nuit à -20°C puis décongelés pour 

éliminer la majeur partie des impuretés solubles. 

Ils sont précipités par quatre volumes d’éthanol 90° pendant 24 heures et séché à l’étuve à 

60°C. 

� Deuxième voie d’extraction  

Elle porte sur le résidu de Plocamium corallorhiza obtenu après extractions successives à 

l’hexane, dichlorométhane, acétate d’éthyle et méthanol de la poudre. 
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Première étape : Extraction à froid ou « Cold Extract » : CE  

10,083g de résidu de Plocamium corallorhiza sont macérés dans 150 à 500ml d’eau distillée, 

sous agitation pendant 24 heures. On procède au même protocole que lors de la 1ère étape de la 

1ère voie d’extraction. 

Deuxième étape : Extraction à chaud ou « Hot Extract » : HE 

Après dépigmentation et extraction à chaud, les filtrats bien mélangés sont divisés en deux 

lots :  

L’un est précipité par 4V d’EtOH pendant 24h à 4°C. On centrifuge et le précipité est laissé à 

sécher à l’étuve à 60°C.  

L’autre lot est précipité à l’aide d’une solution aqueuse de Bromure de cetyl-

triméthylammonium, communément appelé CTAB ou cétavlon, à une concentration de 2%, 

puis laissé au réfrigérateur à 4°C pendant 24 heures. Le précipité est séparé du liquide 

surnageant après centrifugation (2. 000 tours par minute, pendant 30 minutes).  

Le précipité est par la suite lavé deux fois avec de d’eau distillée. Le CTAB est déplacé à 

l’aide d’une quantité suffisante d’éthanol 90°C saturé de l’acétate de sodium NaHCO3 (3 fois). 

L’acétate de sodium est éliminé en rinçant le précipité avec de l’éthanol bouillant (2 fois), 

suivis de centrifugation. L’extrait est séché à l’étuve BINDER 50°C.  

� Troisième voie d’extraction  

10,083g de résidu d’algues rouges de Plocamium corallorhiza, récupérées après extraction 

fractionnée à l’hexane, dichlorométhane, acétate d’éthyle et méthanol, ont été traitées 

successivement par (3 x 20 ml) d’acétone, (1 x 20ml) d’éthanol bouillant et (1 x 20ml) 

d’acétate d’éthyle.  

Première étape : Extraction à froid ou « Cold Extract » : C.E. 

Les poudres d’algues dépigmentées ont été soumises à une première extraction par simple 

macération à l’eau distillée de 100 à 500 ml, sous agitation magnétique pendant 24 h et à 

température ambiante. Le résidu insoluble a été récupéré par filtration sur voile de tergal. Une 

deuxième filtration sur papier filtre WHATMAN a été nécessaire pour une meilleure 

extraction (Santos, 1980 ; Greer et al., 1984; Greer 1984). 
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Les carraghénanes ont été obtenus par précipitation du filtrat ci-dessus avec quatre volumes 

d’éthanol 90°, pendant 24h, à 4°C. Le précipité a été récupéré après une centrifugation, puis 

un séchage à l’étuve 40°C. Les polysaccharides de faible poids moléculaire ont été ainsi 

extraits. Le rapport entre la masse de l’extrait et celle de la prise d’essai donne le rendement en 

CE (Mollion, 1988). 

Deuxième étape : Extraction à chaud ou «  Hot Extract »: H.E. 

Les résidus d’algues de l’opération C.E. précédente (7,7833 g) sont traités par 300 ml de 

solution aqueuse de NaHCO3, 0,5 N, au bain-marie 90°C, pendant 2 heures, en agitant de 

temps en temps. Les constituants non solubles sont éliminés en filtrant la solution obtenue, à 

chaud et sous vide, deux fois sur de la célite 545 PROLABO. Le filtrat est laissé refroidir 

(Santos, 1980 ; Greer et al., 1984; Greer 1984). 

Les carraghénanes sont précipités à l’aide de 50 ml de CTAB 2%, puis laissés au réfrigérateur 

à 4°C, pendant 24 heures. 

Le précipité est séparé du liquide surnageant après centrifugation (2. 000 tours par minute), 

pendant 30 minutes.  

Il est ensuite lavé deux fois avec 30 ml d’eau distillée. Le CTAB est déplacé à l’aide l’une 

quantité suffisante d’éthanol 90°C saturé de l’acétate de sodium NaHCO3 (3 fois). L’acétate de 

sodium est éliminé en rinçant le précipité avec de l’éthanol bouillant (2 fois), suivis de 

centrifugation. 

L’extrait est par la suite dissous à chaud dans de l’eau distillée chaude, dialysé puis séché à 

l’étuve 50°C, pendant 24 heures. Après refroidissement dans un dessicateur, le résidu est pesé 

pour le calcul du rendement (Mollion, 1988). 

C.2.2. Dialyse 

La dialyse est une technique qui permet de séparer les substances d’une solution en utilisant 

leur capacité respective à franchir les pores calibrés d’une membrane artificielle appelée 

membrane de dialyse. Grâce à sa perméabilité sélective, ce boudin de dialyse permet de 

séparer les petites molécules des grosses en permettant le phénomène de la diffusion. Ainsi, la 

membrane sépare deux solutions de différentes concentrations. Les solutés diffusent de la 

solution la plus concentrée vers la solution la plus diluée. La diffusion s’arrête lorsque les 
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concentrations dans ces deux compartiments sont égales. Les facteurs qui peuvent influencer 

la vitesse de la dialyse sont : la température, le diamètre des pores de la membrane, le pH, le 

temps de contact, et la différence de concentration entre les deux compartiments (Ibrahim, 

2005). 

La membrane de dialyse ou boudin contient de la glycérine, des composés sulfureux et des 

métaux lourds. Ces constituants présents à la surface membranaire doivent être éliminés. La 

technique usuelle consiste à bouillir la membrane dans l’eau distillée pendant 15 minutes.  

Un volume déterminé de polysaccharide (HE de la 1ère extraction) à dialyser est versé dans une 

portion de boudin à dialyse dont une extrémité est fermée par un nœud. Un deuxième nœud est 

ensuite confectionné à l’autre extrémité en prenant soin de laisser suffisamment de place entre 

ce nœud et la surface supérieure de l’extrait. Cette précaution est prise pour éviter l’éclatement 

du boudin par augmentation de volume interne de la solution de polysaccharide. La membrane 

est ensuite immergée dans l’eau distillée (liquide de contre dialyse), en agitant de temps en 

temps afin d’éviter la formation d’un gradient de concentration des substances diffusibles au 

voisinage du boudin. Ce liquide est renouvelé fréquemment pour accélérer la diffusion et 

maintenir la différence de concentration entre l’intérieur et l’extérieur du boudin (Ibrahim, 

2005). 

C.2.3. Récupération des carraghénanes   

Les polysaccharides ont la propriété de former un précipité, soit en présence d’un excès  

d’alcool (3 à 10 volumes) soit par action d’un sel d’ammonium quaternaire. La précipitation 

du carraghénane, soit par l’éthanol, soit par le propanol-2 (Mollion, 1988), soit par le bromure 

de cétyltriméthylammonium (CTAB ou cétavlon), permet de le récupérer d’une solution 

aqueuse contenant divers extraits hydrosolubles. 

Lorsque la quantité d’éthanol augmente, on arrive à précipiter même les polysaccharides de 

faible masse moléculaire. 

Un sel d’ammonium quaternaire précipite sélectivement les polysaccharides chargés. La 

précipitation par le CTAB est généralement plus sélective que celle par l’éthanol (Bellion et 

al., 1983). 

Les protocoles d’extraction relatifs à C.E. et H.E. sont résumés dans les figures 5 et 6 

suivantes : 
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Figure 5. Extraction à froid « Cold Extract ». 
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Figure 6. Extraction à chaud « Hot Extract ». 

EXTRACTION  
en milieu légèrement alcalin  
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C.2.4. Dosages colorimétriques 

C.2.4-1. Dosage des sucres totaux 

En milieu sulfurique et à chaud, les oses neutres donnent des dérivés furfurals qui se 

condensent avec l’orcinol pour donner un complexe de couleur brun jaune. 

Les termes « sucres totaux » ou « oses neutres » sont utilisés pour désigner les 

monosaccharides neutres entrant dans la composition des polysaccharides. Trois méthodes 

sont couramment utilisées pour ce dosage (Tillmans et al., 1929 ; Dubois et al., 1956 ; 

Montreuil, 1963 ; Yaphe, 1972). 

-A l’orcinol TILLMANS et PHILLIPI 

-A l’enthrone DREYWOOD 

-Au phénol DUBOIS et al. 
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Nous avons utilisé la méthode au Phénol sulfurique (Mollion, 1988). 

a) Préparation des solutions 

� Réactifs  

Solution aqueuse de Phénol 50% (m/v)  

H2SO4 concentré. 
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� Gamme étalon  

 Solution de galactose 200, 100, 50µg/ml. 

� Solution de référence. 

Eau distillée (ED)  

� Solution à doser. 

Solution de carraghénane CE et HE : 200µg/ml.  

b) Mode opératoire  

Dans des tubes à essai, on a mis successivement : 

- 200µl d’ED de la solution étalon ou de solution à doser (à l’aide d’une micropipette), 

- 200µl de la solution phénolique (5%),  

- addition brutale de 1ml d’H2SO4 concentré à l’aide d’une burette ; 

- agitation rapide (à laide d’un vortex) ; 

- 5mn au bain-marie 100°C ;  

- refroidissement 30mn à l’obscurité ;  

- Mesure de DO : La lecture des DO a été réalisée à la longueur d’onde λ=492 nm à l’aide 

d’un spectromètre UV BIOMATE.  

b) Calcul  

La teneur en sucres totaux est donnée par la formule suivante : 

100
][

][
 (%) totaux sucresen Teneur x

néchantillo

galactose=  

Avec : [Galactose] : concentration en galactose obtenue par projection de la densité optique 

(DO) sur la courbe d’étalonnage en µg/ml. 

[Échantillon] : concentration en polysaccharides de la solution à doser en µg/ml. 

Remarque :  

Les courbes d’étalonnage ont été tracées en utilisant la méthode de barycentres  

DO = f (concentration). 
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C.2.4-2. Dosage des 3’, 6’- Anhydrogalactoses 

Les 3’, 6’- Anhydrogalactoses, sous l’action du résorcinol en milieu acide, donnent une 

coloration intense.  

Une absorbance maximale à 555 nm est obtenue par ajout de l’acétaldéhyde. Le fructose est 

pris comme échantillon de référence. La réponse colorimétrique du 3’, 6’- Anhydrogalactose 

est de 92% par rapport à celle du fructose (Yaphe, 1960 ; Yaphe et al., 1965 ; Arsenault et al., 

1965 ; Arsenault et al., 1966).  
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a) Préparation des solutions 

� Réactifs  

Acétaldéhyde 0,822g/100ml d’H2O (A)  

Résorcinol 150mg/100ml d’H2O (B). 

� Gamme étalon : 

Solution aqueuse de Fructose de : 0,15 ; 0,10 ; 0,05µM/ml. 

� Solution de référence : 

Eau distillée (ED).  

� Solution à doser : 

Solution de carraghénane CE et HE : 1mg/ml. 

b) Mode opératoire  

- Dilution 25 fois de (A)=2,78µM/ml (A’) 

- Solution (C) : 9ml de (B) + 1ml de (A’) dans 100ml d’HCl concentré.  

Dans les tubes refroidis dans un bain de glace, on a versé successivement :  

- 200µl de la solution à doser ou eau distillée ou étalon ; 

- 1ml de (C), le mélange limpide est agité au vortex, puis 

- laissé refroidir dans la glace ; 

Le tout est porté au bain-marie 80°C 10mn  

La coloration du mélange est devenue rouge violacée. L’intensité de la coloration augmente 

avec la teneur en fructose. 

- les tubes sont ensuite remis dans de la glace pendant 15 minutes. 

- Mesure de DO : La lecture des DO a été réalisée à la longueur d’onde λ=555nm. 

c) Calculs de la teneur en 3’,6’-anhydrogalactose 

� Résultats par rapport au Fructose  

Correction à 92 % car le 3’,6’-anhydrogalactose répond à 92 % par rapport à la réponse du 

Fructose : 

[3’,6’-Agal]= teneur en Fructose (µM/ml) x 180 x 0,92.  
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D’où 

100
][

]'6,'3[
(%) Agal,6'3'en Teneur x

nEchantillo

Agal−=−
 

Avec [3’,6’-Agal] : concentration en 3’,6’-anhydrogalactose (µg/ml). 

[Echantillon] : concentration en polysaccharide de la solution à doser (µg/ml). 

C.2.4-3. Dosage des sulfates 

Les carraghénanes subissent une hydrolyse totale par l’acide chlorhydrique. Ensuite, les ions 

sulfates vont être précipités par le BaCl2. Les quantités précipitées sont évaluées par 

turbidimétrie à l’aide d’un spectromètre UV. C’est la méthode à la gélatine/BaCl2 de 

TABATABAI (Tabatabai, 1974 ; Mollion, 1988). 

Les ions sulfates libérés peuvent être doser par une autre méthode : celle au rhodizonate. Ceci 

procède par précipitation du sulfate à l’aide de la benzidine, diazotation et dosage 

colorimétrique du précipité de benzidine (Tuulikki et al., 1971). 

Nous avons utilisé la méthode à la gélatine/BaCl2 (Tabatabai, 1974 ; Andriamanantoanina, 

1992). 

R SO4 + BaCl2 BaSO4 + RCl2
 

a) Préparation des solutions  

L’eau distillée utilisée a été désionisée. En effet, il faut éliminer toute trace d’ions notamment 

SO4
2- qui risque de fausser les  résultats des dosages. Tous les matériels utilisés sont également 

lavés préalablement avec de l’eau distillée désionisée. 

� Réactifs  

- Solution d’HCl 0,5 N  

- Réactif à la gélatine/BaCl2:  

0,3g de gélatine en poudre sont dissous dans 100mld’eau distillée, laissés une nuit à 4°C. 

Après avoir ramené et laissé la solution à température ambiante pendant 2h, on lui a ajouté 2g 

de BaCl2-2H2O. Puis, elle a été stockée à 4°C, et on la fait sortie 2h avant l’utilisation. La 
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solution ainsi obtenue reste stable pendant environ une semaine, à condition de la conserver à 

la température déjà mentionnée.  

� Gamme étalon : K2SO4, 300-150-75-37, 5µg/ml de SO4
2-. 

� Solution de référence : Eau distillée désionisée. 

� Solution à doser : Solution de carraghénane CE et HE : 200µg/ml. 

b) Mode opératoire  

Dans des tubes à essai, on a mis successivement : 

- 200µl d’eau désionisée ou solution étalon ou de gamme à doser;  

- 1,8ml d’eau désionisée ; 

- 200µl d’HCl 0,5 N, agitation au vortex  

- 100µl du réactif Gélatine/BaCl2, agitation ; 

- 30mn à température ambiante  

- Mesure de DO : la lecture des DO a été faite à λ=550 nm  

c) Calcul  

La teneur en sulfates est donnée par la formule suivante :  

100
][

][
(%) sulfatesen Teneur x

nEchantillo

Sulfate=
 

Avec   [sulfate]            : concentration en sulfate obtenue par projection de DO sur la courbe   
d’étalonnage en µg/ml. 

           [Echantillon]  : concentration en polysaccharides de la solution à doser en µg/ml. 

C.2.5. Méthode physique d’analyse  

Spectroscopie Infrarouge 

La spectroscopie infrarouge fournit des informations quant à la position des groupements 

sulfates des polysaccharides des algues (Christiaen et al., 1983). Elle permet aussi de prévoir 

leur concentration ainsi que celle du 3’,6’- Agal (Greer et al., 1984 ; Mollion, 1966, 

Andriamanantoaniana et al. 1998). 
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Le spectre infrarouge est une représentation graphique du pourcentage d’énergie absorbée en 

fonction de la longueur d’onde ou de la fréquence (Barrett, 1981). 

Les positions des bandes d’absorption d’un spectre infrarouge sont repérées soit en longueur 

d’onde (exprimé en µ), soit en fréquence (exprimée en nombre d’ondes par centimètre) 

(Rochas et al., 1981). 

Les intensités des bandes sont indiquées soit par leur transmission T, soit par leur densité 

optique A la transmission est le rapport de l’énergie du faisceau infrarouge après traversée de 

l’échantillon à l’énergie du même faisceau avant l’échantillon (Bellion et al., 1983). 

A = log 10
1
T  

Préparation des films pour la méthode spectrale (ir) :  

Les films sont préparés à partir d’une solution de carraghénanes (CE et HE de la 1ère 

extraction) de concentration 1 à 2%(m/v). Cette dernière est placée dans une capsule en 

polyéthylène et séchée à 55°C (Christiaen et al., 1983 ; Andriamanantoanina et al., 1996). 

Tableau VI. Conditions opératoires. 

Echantillon Polystyrene Film included in FTIR 

Scan mode Transmittance (%) 

Apodisation Happ-Genzel 

Résolution 4 cm-1 

 

C.2.6. Méthode chimique 

C.2.6.1. Modification alcaline 

C’est une réaction d’élimination baso-catalysée des groupements sulfates conduisant à la 

formation d’un pont 3,6-anhydro (Mollion, 1988). Elle est accompagnée de la conversion de 

l’atome de carbone qui porte le groupement sulfate (Tipson, 1953 ; Ciancia et al., 1993). 
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Cette méthode est mise a profit pour estimer la position de sulfate en C6 pour les 

carraghénanes contenant un groupement hydroxyle libre en C3 (Percival, 1980 ; Santos, 1980 ; 

Kovensky et al., 1990). 

200mg de carraghénane (CE et HE de la 1ère extraction) sont dissous à chaud (60°C) dans 

20ml d’eau désionisée, dans un erlen. 20mg de NaBH4 est ajouté dans le mélange. Le tout est 

laissé une nuit, à la température ambiante, sous agitation magnétique. On ajoute, par la suite, 

60mg de NaBH4 et 10ml d’une solution de NaOH 3M. Le mélange est porté à 80°C. La 

solution est ensuite refroidie, puis dialysée pour éliminer l’excès de NaOH, NaBH4, Na2SO4. 

La solution est ensuite séchée à l’étuve 50°C, pour récupérer les carraghénanes modifiés. 

(Mollion, 1988, Ciancia et al., 1993). 

La teneur en sulfates, en 3’,6’-anhydrogalactodes et la spectrométrie IR des extraits après 

modification alcaline ont été effectués avec les mêmes méthodes décrites précédemment. La 

figure 7 suivante résume le protocole de la modification alcaline. 
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Figure 7. Modification alcaline. 

 

200mg de carraghénane dans  
20ml d’eau désionisée 

REDUCTION 

REDUCTION 

DIALYSE 

SECHAGE 

PESEE 

20mg de NaBH4 
1nuit 
Température ambiante 

60mg de NaBH4 
10ml de NaOH 3M 
80°C, 3h 

50°C  

Rendement 
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C.3. Méthodes d’analyse des autres constituants de P. corallorhiza 

C.3.1. Extraction 

L’hexane a été choisi pour éliminer les lipides ainsi que les pigments de P. corallorhiza. 

L’algue séchée et broyée a été traitée en utilisant un extracteur de type Soxhlet. Le mélange 

réactionnel a été ensuite filtré. L’évaporation à sec sous pression réduite du filtrat (40°C) a 

permis d’obtenir l’extrait hexanique.  

Le résidu a été par la suite soumis à une macération par gradient de polarité croissante des 

solvants à savoir le dichlorométhane, l’acétate d’éthyle et le méthanol. Les extractions 

successives ont été réalisées sous agitation magnétique pendant 24 heures et à température 

ambiante.  

Les rendements des extractions ont été calculés à partir de la formule suivante : 

100x
mp

ms
r =  

Avec : 

r   : rendement (%) 

ms  : masse de l’extrait sec (g)  

mp  : masse de m’algue broyée (g) (prise d’essai). 

 

La méthode d’extraction est présentée dans la figure 8 suivante : 
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Figure 8. Protocole d’extraction. 

C.3.2. Méthodes chromatographiques 

C.3.2-1. Chromatographie sur Couche Mince (C.C.M.)  

La C.C.M. est fréquemment utilisée pour des analyses exploratoires et pour la caractérisation 

des produits. C’est une technique très simple et rapide, mais présente l’avantage d’être 

sensible à un degré souvent élevé. La C.C.M. est classé parmi une phase stationnaire solide ou 

adsorbant et une phase mobile liquide La phase mobile est un solvant ou un mélange de 

solvant qui progresse par capillarité le long d’une phase stationnaire déposée en un film 

fluorescent à la lumière Ultra-Violette (UV). La substance à analyser est déposée sur la phase 

stationnaire et le développement se fait à l’aide d’un solvant approprié. Les différents 

composés migrent à leur propre vitesse derrière le front du solvant et leur emplacement est 

repéré l’observation de la  plaque sous U.V (λ=254 mn et 365 mn). Ils sont ensuite révélés à 

Extraits méthanolique Résidus 

Algues broyées 

Résidus 

Extrait dichlorométhane Résidus 

Extrait hexanique 

Résidus Extrait acétate d’éthyle 

Extraction à l’hexane  

Extraction au dichlorométhane 

Extraction à l’acétate d’éthyle 

Extraction au méthanol 
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l’aide d’un réactif approprié. Pour un chromatogramme, chaque constituant est caractérisé par 

un référence frontale notée Rf. (Papin et al., 1977 ; Chavanne et al., 1986). 

1) (Rf
solvant lepar  parcourue distance

produit lepar  parcourue distance <=Rf
 

� Saturation de la cuve 

Le système d’éluant a été versé dans la cuve 15 minutes avant l’opération. Ceci a pour effet de 

saturer l’atmosphère de la cuve. Chaque plaque C.C.M. a subi un traitement préalable afin 

d’éviter les effets de bord. La ligne de dépôt a été tracée à 1cm du bord inférieur. Sur chaque 

plaque, le système d’éluant utilisé est mentionné. 

� Dépôt des échantillons  

Les échantillons en solution ont été déposés sur la ligne de dépôt à l’aide d’un capillaire. Les 

dépôts sont distants de 1cm au minimum. Avant toute élution, une vérification sous UV est 

faite pour chaque dépôt pour s’assurer que la quantité déposée est bien suffisante. 

� Développement de la plaque  

La plaque a été placée en position verticale dans la cuve en évitant d’immerger les taches de 

dépôt. La migration a été arrêtée lorsque le front du solvant arrive à 1cm du bord supérieur de 

la plaque. Ainsi la plaque est retirée de la cuve et laissée sécher à l’aire libre. 

� Observation de la plaque à a lumière UV  

La plaque a été observée à l’UV aux longueurs d’onde λ=254 mn et 365 mn. 

� Révélation  

Les produits ont été révélés à la vanilline sulfurique. 

Préparation de réactif à la Vanilline sulfurique : On mélange un volume égal d’une solution A 

(6g de vanilline dans 100ml d’éthanol) et d’une solution B (6ml de H2SO4 dans  d’éthanol).  
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C.3.2-2. Chromatographie Liquide à Basse Pression (C.L.B.P) 

La C.L.B.P est une méthode courante de séparation et aussi de purification des constituants 

d’un mélange. 

C’est une technique basée sur un système de phases composé d’une phase stationnaire et d’une 

phase mobile (Nagel et al., 1969). Le remplissage de la colonne par la phase fixe est une 

opération délicate, car de son homogénéité dépend de la qualité de la séparation. Eviter les 

bulles d’air est une condition importante pour la réussite de la manipulation.  

Il existe deux modes de remplissage :  

� Par voie sèche : l’adsorbant est mis directement dans la colonne utilisée  

� Par voie humide : l’adsorbant est d’abord mélangé avec un volume d’éluant. 

Après agitation, le tout bien homogénéisé est versé dans la colonne L’échantillon à analyser 

est déposé au sommet de la colonne en bande étroite sous forme : 

� Soit d’un dépôt liquide : l’échantillon est dissout dans un minimum de volume 

de solvant (cas d’un échantillon peu ou moyennement polaire). 

� Soit d’un dépôt solide : l’échantillon est dissout sans un minimum de volume 

de solvant polaire puis mélangé avec une petite qualité d’adsorbant (cas d’un échantillon 

polaire). La poudre est débarrassée avec précaution du solvant par évaporation et déposée en 

haut de la colonne (Chavanne et al., 1986). 

L’élution peut se faire à l’aide d’un seul solvant ou d’un mélange dont on varie 

progressivement la composition.  

La phase stationnaire (gel de silice) est mise en suspension dans un très petit volume de la 

phase mobile (éluant) et on agite jusqu’à l’obtention d’un mélange homogène. La bouillie 

obtenue est versée dans la colonne et l’excès de solvant est éliminé à l’extrémité de la colonne. 

La substance à séparer est mise en solution dans la plus faible quantité de solvant pour obtenir 

un dépôt liquide qui par la suite est déposée en une seule fois au sommet de la colonne. 

L’élution a été effectuée suivant le mode d’analyse par gradient d’ élution. Les systèmes de 

solvants employés pour séparer les différents constituants des extraits sont : 
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� hexane/gradient dichlorométhane  

� dichlorométhane/gradient méthanol  

L’élution a été recueillie par fraction de 6ml. 

C.3.2-3. Chromatographie sur Couche Epaisse (C.C.E)  

La C.CE est employée pour la purification, l’isolement des composés. Elle consiste à séparer 

de manière très satisfaisante des quantités de substance inférieure à 100mg. L’échantillon à 

séparer est déposé en un trait continu que l’on recharge plusieurs fois.  

Le développement de la plaque fractionne l’échantillon en bande parallèle. Ces  bandes sont 

révélées soit par la lumière U.V, soit par pulvérisation d’un réactif sur une partie de la plaque. 

L’adsorbant correspondant à la zone contenant le produit recherché est gratté, dissous  et agité 

à température ambiante dans un solvant. Le mélange est alors filtré. 

L’évaporation du solvant permet de recueillir quelque mg du produit purifié. Une C.C.M 

ultérieure permettra de contrôler la pureté.  

C.3.3. Méthodes d’analyses spectrales 

C.3.3-1. Couplage CPG/SM 

� Chromatographie en phase gazeuse 

La CPG permet d’analyser, de séparer les composés gazeux, susceptibles d’être vaporisés par 

chauffage sans décomposition. La séparation est fondée sur la différence de distribution des 

composés à séparer entre un gaz et liquide ou un gaz et un solide. (Chavanne et al., 1986 ).  

La phase mobile est un gaz (hélium, azote, argon, hydrogène ou mélange benzène/méthane).  

Elle comprend 6 éléments principaux :  

- Source à gaz : Le gaz, sous forte pression de 1 à 4 bars arrive dans le système 

chromatographique. 
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- Chambre d’injection : La chambre d’injection possède une double fonction, d’une part, 

elle provoque la volatilisation instantanée de l’échantillon introduit et d’autre part elle 

assure l’homogénéisation du mélange vapeur de l’échantillon/gaz vecteur, elle a un 

volume et une géométrie soigneusement étudiés, et doit être maintenue à une température 

relativement élevée, supérieure à celle de la colonne, sans toutefois entraîner la 

décomposition thermique des substances à chromatographiques.  

- Four : Il est destiné à recevoir les colonnes et possède un dispositif de programmation de 

température en fonction du temps. 

- Colonne : Elle est constituée d’un tube étroit destiné à contenir la phase stationnaire. Les 

avantages des colonnes capillaires les plus utilisées actuellement sont leur efficacité et 

leur rapidité. La phase stationnaire est étalée sur la paroi interne du tube ou sur une fine 

couche poreuse de support déposé sur cette paroi, interne du tube ou sur une fine couche 

poreuse de support déposé sur cette paroi, à l’intérieure de la colonne. 

- Détecteur : Le détecteur est placé à la sortie de la colonne. Il décèle la présence des 

substances entraînées par le gaz vecteur au fur et à mesure de leur élution. Chacune de 

ces substances modifie une propriété physique ou parfois chimique de ce gaz et la 

variation résultante est transformée par le détecteur en signal électrique.  

- Enregistreur : Les signaux électriques sont amplifiés et transcrits sous forme graphique 

par l’enregistreur. 

� Spectrométrie de Masse  

La S.M est une méthode d’analyse en phase gageuse qui occupe une place privilégiée grâce à 

ses caractéristiques : sensibilité et limite de détection inégalées. Elle permet à la fois d’accéder 

à la mesure de la masse moléculaire d’un composé ainsi que d’obtenir des données 

structurales. Le composé isolé se trouve dans un état excité qui provoque sa fragmentation. 

L’analyse de ces fragments informe sur la structure de la molécule. Chacun des ions formé est 

caractérisé par son rapport masse /charge (m/z) et l’appareil est capable de séparer ces ions et 

de les détecter, les caractériser qualitativement et quantitativement (Jaussaud, 1996). 
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Fondamentalement, un spectromètre de masse travaille sous vide et comprend cinq parties 

principales :  

� Le système d’introduction qui fait pénétrer l’échantillon dans le spectromètre de 

masse.  

� La source et chambre d’ionisation qui a pour but de produire des ions à partir de 

l’échantillon à analyser, dans laquelle les molécules sont ionisées après 

bombardement. 

� L’analyseur qui sépare les ions en fonction de m/z.  

� Un détecteur qui collecte les ions fragments et amplifie le signal associé aux ions. 

� Un ensemble informatique de traitement des données qui permet de transformer les 

informations reçues par le détecteur en spectre de masse.  

Il existe diverses méthodes d’ionisations :  

� l’Impact Electronique (E.I), c’est le mode d’ionisation le plus courant. Avec 

l’expérience par E.I, le nombre de fragments obtenus est  élevé.  

� L’Ionisation Chimique : cette ionisation plus douce que la prétendante consiste à 

produire des ions par collision de la molécule à ioniser avec des ions du plasma du gaz 

réactif. Les ions primaires du gaz réactif ont été obtenus par Impact Electronique.  

� Autres méthodes d’ionisation douces : la Désorption de champ (F.D), le 

Bombardement par des atomes ou des ions rapides(F.A.B), la Désorption Laser(L.D) ; 

la Désorption par Plasma(P.D), le « thermospray » (T.S.P), l’Ionisation à Pression 

Atmosphérique(A.P.I) dont l’ electospray(E.S) ou Ionisation par éléctronébulisation 

(E.S.I), le plasma couplé inductivement (I.C.P), l’ionisation chimique à pression 

atmosphérique (A.P.C.I) et la désorption et ionisation laser assistée par matrice 

(MALDI).  
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� Couplage CPG/SM  

La CPG et la SM sont deux méthodes compatibles car on opère, dans les deux cas, en phase 

gazeuse. Les structures des composés séparés en CPG pourront être déterminées après analyse 

du spectre de masse. Le couplage CPG/SM nous permet d’avoir en même temps le profil 

chromatographique et le spectre de masse de chaque constituant.  

Tableau VII Conditions opératoires. 

 Conditions opératoires 
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Appareillage  Focus GC Thermo Electron Corporation 

Gaz vecteur He Débit : 1ml/mn 

Colonne  
HP5 25m x 0,32mm x 052µm thickness Hewlett Packard 
(HP5: Crosslinked 5% PhMe Silicone) 

Echantillon  Dilué 20 fois dans CHCl3 

Quantité injectée  1µl split injection automatique 

Température de l’injecteur 250°c 

Four  1mn à 100°C 5°C/mn jusqu’à 280°C 10mn à 280°C  

Température du « transfert line »  280°C 

S
M

 Appareillage  Polaris Q Thermo Electron Corporation  

Mode  Ions positifs IE (Impact Eléctronique) 

 

C.3.3-2. Couplage CPG/IRFT 

� Spectroscopie Infra Rouge  

Les spectroscopies optiques utilisent des échanges d’énergie, qui s’établissent entre les 

molécules d’une part et un rayonnement électromagnétique, le plus couramment UV, visible 

ou IR, d’autre part. On peut alors définir quelles sont les longueurs d’ondes absorbées et avec 

quelle intensité le phénomène se produit, ces données s’exprimant graphiquement par un 

spectre spécifique du composé analysé. Le choix  d’une méthode spectroscopie dépend du 
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type d’information que l’on désire obtenir. Ainsi, l’utilisation de photons infra rouge, très peu 

énergétiques, met  en évidence les divers groupements chimiques présents au sein d’une 

molécule : alcool, aldéhyde, cétone, acide. Ainsi que la mature des liaisons entre les carbones 

d’une chaîne (chaîne saturée, insaturée, aromatique). Ces types de spectroscopie exploitent des 

variations des états de vibration et de rotation des composés organiques, soumis à l’impact des 

radiations. Les pertes d’énergie correspondant aux mouvements que l’on suscite au sein des 

édifices moléculaires se traduisent alors par des bandes d’absorption, facilement réparables 

sans le spectre (Chavanne et al., 1986 ; Jaussaud, 1996).  

� Couplage CPG/IRTF 

Le couplage CPG/IRTF permet d’avoir le spectre sans qu’il soit nécessaire d’isoler le produit 

suivant un processus analogue au couplage CPG/SM.  

L’analyse en CPG/IRTF devient une nécessité lorsque l’échantillon à disposition est en très 

faible quantité. Le couplage CPG/IRTF  fournit en premier lieu le chromatogramme Total 

Response Chromatogram (TRC) ou Chromatogramme Totale et dans un deuxième temps, le 

spectre IR correspondant à chaque pic. Le spectre IRTF obtenu représente empreinte digitale 

de la molécule, ce qui permet de lever l’ambiguïté quand à la stéréochimie du composé. 

C.3.3-3. La Résonance Magnétique Nucléaire  

Lors qu’une molécule est soumise à l’action conjointe de deux champs magnétiques 

convenablement orientés, l’un intense et fixe, et l’autre oscillant dans le domaine des 

radiofréquences, certains des noyaux atomiques de la molécule entrent en résonance. Cela 

signifie qu’ils absorbent des fréquences définies du rayonnement électromagnétique, en 

émettant des signaux caractéristiques. UN tel phénomène physique, appelé Résonance 

Magnétique Nucléaire (R.M.N), peut être exploité pour l’analyse structurale. En effet, l’étude 

de la forme, de la position et de l’intensité des signaux nucléaires recueillis sous forme de 

spectre, permet de localiser les atomes de la molécule étudiée et de précisée sa formule 

développé plane, voire sa stéréochimie (Usov, 1984 ; Chavanne et al., 1986 ; Jaussaud, 1996). 
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En chimie organique, les propriétés du 1H et celles du 13C sont les plus exploitées. On 

distingue alors plusieurs catégories de spectres dont les plus usuels sont ceux de types mono et 

bidimensionnels.  

a- Le spectre R.M.N 1H  

Tous les signaux des 1H apparaissent aux valeurs des δppm comprises entre 0 et 15. 

Le spectre est caractérisé par la présence d’une courbe d’intégration ou courbe intégrale qui se 

présente sous forme d’escaliers ou courbe en paliers. Elle représente l’intégration des surfaces 

sous les pics des signaux, et renseigne sur le nombre de 1H possible pour chaque signal. 

Le nombre de 1H sur les sites voisins donne l’allure d’un signal, et les signaux peuvent 

contenir un ou plusieurs pics. Dans ce dernier cas, la distance entre 2 pics dans un multiplet est 

appelée constate de couplage J (exprimé en Hz). 

Les informations à tirer d’un spectre R.M.N 1H sont les types de sites protoniques dans la 

molécule et la structure de l’enchaînement des sites protoniques (Bellion et al., 1983).  

b- Le spectre 1-D du 13C  

Dans le spectre off résonance decoupling, les couplages entre 1H et 13C sont distingués en 

appliquant à l’acquisition du spectre, une fréquence légèrement à droite du celle de T.M.S. On 

supprime ainsi le petit couplage et on n’observe que le grand couplage. L’allure des signaux 

permet d’obtenir le nombre de 1H porté par le 13C remarquable (Usov; 1984).  

c- Spectre RMN 2-D 

En ce qui concerne les spectres bidimensionnels, ils montrent des corrélations entre deux 

noyaux : 

� de même espèce (homonucléaires), l’abscisse et l’ordonné du spectre représentent les 

spectres de ces derniers.  

� ou l’espèce différentes (hétéronucléaires), leurs spectres respectifs sont portés sur 

l’abscisse st l’ordonné des spectres 2-D (Greer et al., 1984). 

Le COrrélation SpectroscopY ou COSY est un spectre de corrélation homonucléaire 
1H-1H. La présence des taches de corrélations symétrique par rapport à la diagonale (spectre 
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de forme carrée) permet de déterminer les corrélations entre les 1H impliqués dans les 

enchaînements de types :  

C

C

H

H C

H

H

 

� Les conditions opératoires  

Tous les spectres RMN ont été enregistrés sur un spectromètre utilisant  Varian 300 

NMR Gemini. Les spectres sont enregistrés dans CHCl3. 

δ1H=7,23ppm 

δ13C=77,23ppm 
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C.3.4. Etude de l’activité biologique  

� La méthode utilisée 

Un antibiogramme est un examen permettant de déterminer la Concentration Minimale 

Inhibitrice (C.M.I) d’une souche bactérienne vis-à-vis des divers antibiotiques. Par définition, 

la C.M I est la plus faible concentration d’antibiotique capable de provoquer une inhibition 

complète de la croissance d’une bactérie donnée, appréciable à l’œil nu, après une période 

d’incubation donnée (Whyte et al., 1984, Kônig et al., 1999).  

Dans le cadre du présent travail, la méthode de diffusion ou antibiogramme standard a été 

mise à profit pour un criblage des activités microbiologiques (antimicrobiennes), et 

biologiques (antipaludéennes).  

Des disques de papiers buvard, imprégnés des antibiotiques à tester, sont déposés à la surface 

d’un milieu gélose, préalablement ensemencé avec une culture pure de souche (Enterobacter 

cloacae, Klebsiella oxytoca, Shigella boydii, Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, 

Salmonella enterides, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, Streptococcus pneumoniae, 

Cryptococcus neoformans,  Trichosporon mucoides,  Candida albicans pour le test 

antimicrobienne et Plasmodium falciparum pour le test antipaludéenne) à étudier. Dès 

l’application des disques, les antibiotiques diffusent de manière uniforme si bien que leurs 

concentrations sont inversement proportionnelles à la distance du disque. Après incubation, les 

disques s’entourent des zones d’inhibitions circulaires correspondant à une absence de culture. 

Lors que la technique est parfaitement standardisée, les diamètres des zones d’inhibition 

dépendent uniquement de la sensibilité du germe (San-Martin et al., 1991, Argadona et al., 

2002).  

Pour chaque souche, 1mg d’extrait est déposé sur un disque de 6mm de diamètre. La zone 

d’inhibition circulaire est mesurée par le diamètre en mm : plus elle est grande, plus la 

sensibilité de la souche bactérienne testée vis-à-vis de l’antibiotique étudié est importante.  
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A. POLYSACCHARIDES 

A.1. Aspects des précipités  

Les précipités obtenus lors de la récupération des carraghénanes (Figure 9), par les deux 

méthodes d’extraction, diffèrent par leur aspect (tableau VIII).  

 

 

 

Cold Extract Hot Extract 
Figure 9. Précipité de carraghénane. 

                     Tableau VIII. Aspect des précipités.  

Méthode d’extraction Aspect du précipité 

« Cold Extract » Blanc dispersé 

« Hot Extract » Blanc non dispersé 

Les aspects du précipité obtenu par précipitation à l’EtOH du CE et de celui obtenu par 

précipitation au CTAB du HE sont relativement différents. Dans le premier cas, les chaînes 

polysaccharidiques s’associent progressivement de manière réversible en double hélice (REES 

et al., 1969). Pour le second, l’aspect « blanc non dispersé » est dû à la présence de CTAB.  
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A.2. Rendements  

Les teneurs en carraghénanes obtenues par les trois extractions effectuées sont rassemblées 

dans le tableau suivant : 

Tableau IX. Rendement des extractions.  

                       Rendement  

     Extraction 

Par « Cold Extract »  

(%) 

Par « Hot Extract » 

 (%) 

Extraction 1 6,12* 14,21*     (H2O) 

Extraction 2 6,97* 
12,63*     (H2O) 

14,83**   (H2O) 

Extraction 3 8,88* 
12,833** 

(milieu légèrement alcalin/NaHCO3) 

         * : précipité par l’EtOH  
       ** : précipité par CTAB 

Dans l’extraction 3, la poudre d’algue a subi un traitement préliminaire de dépigmentation 

avant l’extraction à froid. Pour les deux autres extractions (1 et 2), la dépigmentation a eu lieu 

après l’extraction à froid, c’est-à-dire, avant l’extraction à chaud. Les rendements en 

carraghénanes obtenus pour les deux cas, diffèrent en moyenne, de 1%. Ainsi, on peut avancer 

que l’opération de dépigmentation influence peu le rendement des extractions. Elle améliore 

légèrement le rendement en polysaccharides à froid. 

Pour une même extraction (2), une précipitation au CTAB améliore le rendement en 

carraghénane de P. corallorhiza, 14,83% contre 12,63%. En effet, il est généralement admis 

que la CTAB est l’agent de précipitation usuel des carraghénanes.  

Le rendement de l’extraction à chaud, à pH neutre (eau distillée), est meilleur par rapport à 

celui de l’extraction en milieu alcalin, les polysaccharides étant récupérés à l’aide du CTAB 

(14,83% contre 12,83%). 
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A.3. Dosages colorimétriques  

Les valeurs ont été calculées à partir de la courbe d’étalonnage.  

A.3-1. Dosages des sucres totaux. 

Les teneurs en sucres totaux des extraits CE et HE sont regroupées dans le tableau X. La 

courbe d’étalonnage est présentée dans la figure 10.  

Tableau X. Teneur en sucres totaux des extraits CE et HE.  

Extraits 
[échantillon] 

(µg/ml) 

[Galactose]* 

(µg/ml) 

Teneur en sucres 

totaux (%) 

CE 200 87 43,5 

HE 200 90 45 

*etalon 

 

0 ,1 0 0

0 ,2 0 0

0 ,3 0 0

0 ,4 0 0

0 ,5 0 0

0 ,6 0 0

0 ,7 0 0

0 ,8 0 0

0 ,9 0 0

D .O .( n m )

[  G a l  ] (µ g /m l)2 0 4 0 6 0 8 5
8 8 1 2 0 1 4 0 1 6 0 1 8 0 2 0 0  

             Figure.10. Courbe d’étalonnage du dosage des sucres totaux. 
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A.3.2. Dosage des 3’,6’-anhydrogalactoses. 

Les teneurs en 3’,6’-anhydrogalactose des extraits CE et HE sont rapportées dans le tableau XI 

suivant :  

Tableau XI. Teneur en 3’,6’-Agal des extraits CE et HE.  

Extraits  
[échantillon] 

(µg/ml) 

[Fructose] 

(µM/ml) 

[3’,6’-Agal] 

(µg/ml) 

Teneur en 

3’,6’-Agal (%)  

CE 1000 0,075 12,42 1,24 

HE 1000 0,045 7,45 0,75 

A.3.3. Dosage des sulfates  

Les teneurs en sulfates des extraits CE et HE sont rassemblées dans le tableau XII suivant : 

Tableau XII. Teneur en sulfates des extraits CE et HE.  

Extraits  
[échantillon] 

(µg/ml) 

[sulfate] 

(µM/ml)  

Teneur en sulfates 

(%)  

CE 200 22 29 

HE 200 70 36 

Tableau XIII. Récapitulatif des dosages colorimétriques.  

Teneur en sucres totaux  
(%) 

Teneur en 3’,6’-anhydrogalactose 
(%) 

Teneur en sulfates  
(%) 

C.E H.E C.E H.E C.E H.E 

43,5 45 1,24 0,76 29 36 

CE = Cold Extract   HE = Hot Extract  

La teneur en sucres totaux exprime le taux de pureté d’un polysaccharide. Les teneurs trouvées 

pour le cas des extraits CE et HE de P. corallorhiza sont faibles et pratiquement équivalentes. 

Ceci pourrait révéler la présence de substances autres que du sucre. La présence de résidu du 
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CTAB non déplacé, lors de la récupération des carraghénanes pendant les extractions, n’est 

pas à exclure. 

Les résultats des dosages biochimiques, rapportés dans le tableau XI précédent, montrent que 

les teneurs en 3’,6’-anhydrogalactose de nos échantillons sont faibles. Ceci s’explique par le 

fait que les polysaccharides de P. corallorhiza pourraient ne pas contenir ou contiennent très 

peu de famille κ-carraghénane (Yaphe, 1959 ; Mollion, 1973 ; Bodard et al., 1980).  

En ce qui concerne les teneurs en sulfates, les valeurs trouvées sont conformes à celles des 

carraghénanes qui varient de 20 à 50 % (Bruneton, 1993). 

nA.4. Spectroscopie infra rouge 
 
Les interprétations des principales absorptions en  spectroscopie IR des CE et HE sont 

rassemblées dans le tableau XVII. Celles-ci livrent les informations relatives à la position des 

groupements sulfates et à la présence de pont-3’,6’-Agal, dans l’unité de répétition du 

carraghénane : 

� Présence de sulfate équatorial secondaire d’un galactose-2-sulfate (830 cm-1) 

� Faible teneur en 3’,6’-Agal, justifiée par la faible intensité du pic à 930 cm-1 

� Présence de sulfate en C2 de l’unité 3’,6’-Agal (805 cm-1, épaulement) 

� Absence de sulfate en C4 axial secondaire d’une unité D-Gal (absence d’absorption 

en 845 cm-1). 
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        Tableau XVII. Résultats de l’analyse en IR des CE et HE. 

   F : très forte   F : forte M : moyenne   f : faible   E : épaulement  

CE HE 
Attributions (littérature) Fréquence 

(cm-1) Intensité 
Fréquence 

(cm-1) Intensité 

3450 TF 3478 TF vers 3000 vibration de valence de O-H libre et lié 

2954 f 
2917 
2852 

F 
M 

2920 
2800-2900 

vibration de valence de –C-H 
vibration de valence de –C-H 

1640 F 1640 TF 1640 H2O 

1370 M 1362 M 1370 allongement antisymétrique de C-O-S et S-O-S (sulfate) 

1250 TF 1250 TF 1240-1250 allongement antisymétrique de C-O-S et S-O-S (sulfate) 

1240 TF 1240 TF 1240 S=O de sulfate 

1070 f 1100 F 1100-1050 
1070 

déformation de liaison d’O-H lié 
vibration d’allongement de la liaison C6-O 

1050 TF 1050 TF 1030-1050 allongement de la liaison C-O de  C-O-S 

930 f 
930 

 
f 930 

920-930 
déformation du pont 3,6-anhydro de 3,6- Agal 
galactose 4-sulfate dans le carraghénane 

890 E 890 E 890 épaulement dû au 3,6-Agal 

- -  - 845 C-O-S de SO4
2-de C4 axial secondaire (+ 705 caractéristique de κ) 

830 M 830 M 830 sulfate équatorial secondaire d’un galactose-2-sulfate 

820 ? 820 ? 820 C-O-S de SO4
-- équatorial 

810 ? 810 ? 810-820 sulfate en C6 

 E  E 805 sulfate en C2 de 3,6-Agal (caractéristique de ι) 

776 f 777 F 770-810 O-S de C-O-S 
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A.5. Modification alcaline (M.A.) 

Le tableau suivant montre les rendements en CE et HE après MA. 

                 Tableau XIV. Rendement des CE et HE après MA. 

 Masse obtenue après modification (mg) Rendement (%) 

CE 173,80 86,90 

HE 174,10 87,05 

Les rendements des CE et HE après MA sont pratiquement égaux. Les tableaux XV, XVI, et XVII 

montrent respectivement les teneurs en sulfates, en 3’,6’-Agal, et les variations observées en 

spectrométrie IR des extraits, avant et après modification alcaline.  

     Tableau XV. Teneur en 3’,6’-Agal des extraits CE et HE, avant et après M.A. 

D.O.(nm)

[ 3,6-Agal ](µ g/ml)0,15 0,20 0,25

0,30

0,10

0,20

CEHE

 
                            Figure 11.  Courbe d’étalonnage lors du dosage des 3,6-Agal avant et après MA. 

Extraits 
[échantillon] 

(µg/ml) 
[Fructose] 
(µM/ml) 

[3’, 6’-
Agal] 

(µg/ml) 

Teneur en 3’,6’-Agal (%) 

avant MA après MA 

CE 1000 0,115 19,044 1,24 1,904 

HE 1000 0,110 18,216 0,75 1,821 
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       Tableau XVI. Teneur en sulfates des extraits CE et HE après M.A. 

 

Extraits  

[échantillon] 

(µg/ml) 

[sulfate] 

(µM/ml)  

Teneur en sulfates 

(%) 

avant MA après MA 

CE 200 37,5 29 18 

HE 200 56,25 36 28 

.

D.O.(nm)

[ sulfate ](µg/ml)75 112,5 150

0,10

0,15

0,005

HE

 

                                   Figure 12.  Courbe d’étalonnage du dosage des sulfates avant et après MA. 

Les teneurs en 3,6-AGal trouvées avant et après MA, corroborent celles des sulfates. En effet, la 

formation du pont 3,6-AGal, justifiant la perte de groupement SO4
--, en position C6 de l’unité A de 

répétition, nous permet d’avancer que la sulfatation en C6 est faible pour le cas des polysaccharides 

de P. corallorhiza.  

La variation des intensités des absorptions en 930 cm-1, correspondant à cette formation du pont 3,6-

AGal est observée lorsque l’on procède à la comparaison des spectres IR des CE, HE avant et après 

MA (figure 13). 
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Figure 13 : Comparaison des spectres IR des carraghénanes avant et après MA. 

A.6-Précipitation à l’aide d’ion K+  : mis en évidence de κ-carraghénane 

En solution aqueuse, certains ions, entre autres l’ion K+, conduisent à la formation de gels stables 

qui, à des concentrations en polymère très faible, de l’ordre de 1g/l (Rochas et al., 1984 ; Ciancia et 

al., 1997), est nécessaire pour induire cette gélification (0,0075M pour les κ-carraghénanes, sous 

forme K+) (Rinaudo, 2002).  

Cette manipulation a été entreprise, et nous a permis de justifier l’absence de la forme κ-

carraghénane dans les polysaccharides de P. corallorhiza.  
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Conclusion partielle : 

Compte tenu des résultats obtenus en spectroscopie IR et ceux des réactions de modification 

chimique, et par élimination, des propositions de structure des polysaccharides présents dans notre 

matériel d’étude sont données : 
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B- AUTRES CONSTITUANTS CHIMIQUES 

B.1. Résultats des extractions 

103,78 g de poudre de P. corallorhiza ont subi 4 extractions successives, par gradient de polarité de 

solvant (n-hexane, CH2Cl2, AcOEt, MeOH). Les résultats sont rapportés dans le tableau suivant.  

                  Tableau XVII. Rendements des extractions. 

Extraits Masse de l’extrait 

obtenu (g) 

Rendement 

(%) 

n-hexane 0,3748 0,36 

Dichlorométhane 0,6513 0,63 

Acétate d’éthyle 0,1645 0,15 

Méthanol 1,4679 1,41 

Total  2,56 

Le rendement de l’extrait obtenu par AcOEt est faible par rapport aux autres extraits. On note 

également que le rendement total en d’autres composés est faible (2,56 %) par rapport à celui des 

polysaccharides (environ 20%). 

B.2. Isolement du composé XXIIb 

Le composé noté XXIIb a été isolé après CCE préparative d’une fraction active de l’extrait 

hexanique (Figure 14).  

32 fractions ont été recueillies en fonction des résultats de suivi en CCM. Le profil 

chromatographique sur couche mince de la fraction hexanique est présenté dans la figure 15. 
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Figure 14. Protocole d’obtention de XXIIb. 

 

 

Colonne : Ø intérieur de 2,3 cm 
   Ø extérieur de 2,5 cm 
   Hauteur de 50 cm 
   Hauteur effective de 17 cm 

Extrait Hexanique 
375 mg 

F4-F6 
I : 

2,1 mg 

F33  
VIII : 
3mg 

F13-F32 
VII : 

8,4mg 

F28-F30  
VI : 

7,3 mg 

F22-F27  
V: 

3,6 mg 

F19-F21 
IV : 

9,8 mg 

F18  
III :  

3,9 mg 

F17  
II : 

9 mg 

F35-F35 
IX : 

2,2mg 

F51-F55 
XVI : 
7,2mg 

F47-F50 
XV : 
6,8mg 

F43-F46 
XIV : 
:4,5mg 

F42 
XIII : 
1,3 mg 

F39-F41 
XII : 

3,8mg 

F38  
XI : 

1,2 mg 

F36-F37 
X : 

1,3 mg 

F56-F58 
XVII : 
6,5mg 

F72-F74 
XXIV : 
3,5 mg 

F70-F71 
XXIII : 
2,2 mg 

F65-F69 
XXII : 

19,9 mg 

F64 
XXI/ : 
2,1 mg 

F63 
XX : 

1,6 mg 

F62 
XIX : 
1,7 mg 

F59-F61 
XVIII : 
4,5 mg 

F75-F78 
XXV : 
5,3 mg 

F98 
XXXII : 
6,5 mg 

F96-F97 
XXXI : 
100 mg 

F95- 
XXX : 
7,8 mg 

F91-F94 
XXIX : 
9,5 mg 

F85-F90 
XXIII : 
17,1 mg 

F82-F84 
XXVII : 
7,7 mg 

F79-F81 
XXVI : 
4,8 mg 

XXII a : 
2,3 mg 

XXII d : 
0,4 mg 

 

XXII c : 
0,5 mg 

 

XXIIb : 
3,8 mg 
 

ACROS ORGANICS 27 ?5080 g de silicagel, for column chromatography 0,035-
0,070 mm pore diameter Ca 6 nm 
Système: Hexane………….CH2Cl2……… CH2Cl2/MeOH 
 100%.............................................90/10 
Fractions de 6 ml 
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Adsorbant : silice 60 F 254, sur feuille d’aluminium 

Observation : UV 254mn et 365nm 

Révélateur : Vanilline sulfurique 

Figure 15. Chromatogramme en CCM de l’extrait hexanique. 

Le profil CCM de la fraction XXII, active, obtenue après CLBP de l’extrait hexanique est présenté 

dans la figure 16 ci-après. 

 

 

Adsorbant : silice 60 F 254 , sur feuille d’alu 

Observation : UV 254mn et 365nm 

Révélateur : Vanilline sulfurique 
 

Rf 
a 0,79 
b 0,63 
c 0,42 
d 0,13 

 
 
 
 
 
 

Figure 16. Chromatogramme en CCM de la fraction  XXII. 
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La tache « b » du chromatogramme précédent, a été isolé après une CCE  préparative de XXII, avec 

un système de solvant d’élution CH2Cl2 100 % + 1goutte MeOH. Cette analyse a permis de 

récupérer 3,8 mg de poudre blanche, amorphe, noté XXII b.  

B.3. Analyse de XXIIb 

B.3.1. Comportement chromatographique de XXIIb 

 Le résultat d’analyse en C.C.M de XXIIb est rapporté dans la figure 17. 

 

 

 

 

 

 

Adsorbant : silice 60 F 254 , sur feuille d’alu 

Observation : UV 254mn et 365nm 

Révélateur : Vanilline sulfurique 

 

      Figure 17. Chromatogramme en CCM de XXIIb. 
 

Le profil chromatographique de la figure 14 nous montre que le composé XXIIb est obtenu sous 

forme de monotache de couleur grisatre après observation sous UV, et de couleur gris après 

révélation à la vanilline sulfurique. 
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B.3.2. Détermination de structure  

Les algues rouges (Rhodophyta) des genres Plocamium, Chondrococcus et Octhodes sont riches en 

monoterpènes polyhalogénés linéaires et/ou cycliques biologiquement actifs. (Faulkner, 2002 ; 

Blunt et al., 2003). 

Plusieurs méthodes spectrales ont été utilisées pour déterminer la structure du composé XXIIb. 

B.3.2.1. Spectrométrie de Masse  

Tableau XVIII.  Données en SM. 

m/z Abondances relatives (%) Observations 

131 32  

149 18 Pic de Cl2Br (Annexe 1) 

167 70  

185 16 pic de Cl3Br (Annexe 1) 

203 80  

247 34  

283 52  

300 100 Pic de base  

336 34 Pic parent  
 

Par application de la règle de parité, en l’absence d’azote, l’ion m/z 336 est un radical cation, 

à nombre impair d’électrons, obtenu par impact électronique, ce qui conduit à une masse 

moléculaire M+. de 336 u.m.a, et à la formule brute correspondante : C10H14OCl3Br. 

Le nombre d’insaturation(s) et/ou cycle(s) (Ni/c) correspondant se détermine par la relation 

suivante : 

Ni/c=X4v-Y1v/2+Z3v/2+1 

  Où X4v : Nombre d’atome tétravalent  
Y1v : Nombre d’atome monovalent 
Z3v :Nombre d’atome trivalent  
 

�        Ni/c=2 
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Une analogie  avec la structure en C10 de la molécule isolée du genre Plocamium a été effectuée 

pour la détermination de structure. (Bonald et al., 1984). Ces auteurs ont identifié un monoterpène 

polyhalogéné à partir de 2 espèces d’algues rouges du genre Plocamium, et dont la structure est la 

suivante : 

( 7-bromo -4,4,8-trichloro-2,6-diméthyl- 
octa-1,5-dièn-3-one ) 

Sur la base des données de la littérature, nous proposons la structure suivante pour le composé 

XXII b.  

 

 

( 7-bromo -4,4,8-trichloro-5,6-diméthyl-octa-1,5-dièn-3-ol ) 
 

Figure 18. Proposition de structure de XXIIb. 
 

La fragmentation de l’ion moléculaire est donnée dans le schéma 1 de la page suivante. 

L’ion le plus intense m/z 300 correspondant à [M+.-Cl] montre qu’il y a départ d’un atome de 

Chlore.  

Le fragment m/z 283 correspond à [(M-Cl)+.-OH].  

Le fragment m/z 247 correspond à [(M-Cl-OH)+.-C3H4]. 

Le fragment m/z 167 correspond à [(M-Cl-OH-C3H4)
+.-Cl]. 
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Schéma 1 : Fragmentation de l’ion moléculaire.  
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B.3.2.2. Spectroscopie IR 

Le tableau XIX résume les données principales issues de l’exploitation du spectre IR porté en 

annexe. 

   Tableau XIX. Données en spectroscopie IR de XXIIb. 

Nombres d’ondes (cm-1) Observations Groupes vibrants 

3633,46 Faible -OH 

2985,52 Forte -C-H 

1615,26 Moyenne -C=C 

1453,42 Faible -CH2 

1383,03 Moyenne -CH3 

968,56 forte -CH=CH2 

 

Les informations apportées par le spectre ont permis de confirmer la présence des divers 

groupements fonctionnels dans la molécule. On note notamment la présence de :  

� Un groupement -C=C-, laissant supposer un groupement éthylénique 

� Un groupement –C=CH2 terminale  

On remarque également la présence d’une bande entre 3580-3670cm-1, caractéristique d’un 

groupement –OH. Ces données corroborent la structure proposée. 

 

 

( 7-bromo -4,4,8-trichloro-5,6-diméthyl-octa-1,5-dièn-3-ol ) 
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B.3.2.3.RMN 

Le tableau XX résume les informations tirées des spectres RMN de XXIIb permettant leur 

identification. 

    Tableau XX : Identification des spectres RMN. 

Spectres Identifications Remarques 

S1a: spectre H-1D normale 

S1b/S1c/S1d/S1e/S1f : 
agrandissement 
 de certaines zones de S1a 

�  ∆δ=SW/SF=4500,5/300,075=14,997 
 0<δ<14,997ppm (spectre 1H: 0<δ<15ppm) 

�  présence de courbe d’intégration  

� on dénombre 14 1H. 

� on note la présence de 
deux méthyles (CH3) 
δ=1,800ppm et à 
δ=1,459ppm 

S2a: spectre d’off 
résonance decoupling  

S2b/S2c : agrandissement de 
certaines zones de S2a 

�  ∆δ=SW/SF=18761,7/75,428=248,73 
0<δ<248,73ppm (spectre 13C: 0<δ<250ppm) 

�  absence de courbe d’intégration 

�  présence des multiplets : il y a un phénomène 
de couplage scalaire  

� on dénombre 10 atomes de 
Carbone 

S3a : spectre COSY 

S3b : agrandissement de 
certaines zones de S3a 

�  Abscisses et ordonnées : 0<δ<9ppm 
0<δ<250ppm  

�  Les taches de corrélations forment des carrés 
avec des taches des 1H sur la diagonale  

 

SW: largeur spectrale     SF: fréquence du spectromètre 

        Tableau XXI. Exploitation du spectre 1H. 

δppm moyen 
Allure des 
signaux 

Courbe d’intégration 
Type de site 1H 

possible Hauteur du 
pallier 

Nombre de 
1H 

Identité de 
1H 

6,300 m 0,6 1 a CH 

6,07  0,6 1   

6,03  0,9 1   

6,010 m 1,9 2 b/c CH2 

4,80  0,7 1   

4,08 m 0,6 1 d CH 

3,65  0,6 1   

1,800 m 1,7 3 e CH3 

1,459 m 1,9 3 f CH3 

m : multiplet 
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L’exploitation du spectre S1 (
1H) a permis : 

- de dénombrer 14 1H, à partir de la courbe d’intégration   

- de relever la présence des deux méthyles (-CH3) (tableau XXII) 

               Tableau XXII : Exploitation du spectre 13C. 

δppm Allure des signaux Type de C 

140,939 t =C 
138,091 d 

=CH 125,032 s 
124,404 d 
119,908 d =CH2 
65,961 s -CH2-O, CH-O- 
41,796 d -CH2-, -CH, C-, -CH-Br, -CH2-Br, CH2-Cl 
28,587 d 

-CH3, -CH2-, 27,548 s 
25,576 d 

                      t : triplet                           d : doublet                       s : singulet  

L’exploitation du spectre S2 
13C a permis de dénombrer 10 C. 

Les corrélations trouvées à partir des spectres COSY corroborent l’hypothèse de structure attribuée à 

XXII b. 

 

C
H 2

CH CH

C
H

CH 2

O

Cl Cl

CH 3

CH 3

Cl

Br

H

 

Les résultats des interprétations respectives des spectres COSY sont portés dans le tableau XXIII. 

         Tableau XXIII. Interprétation des corrélations en COSY. 
1H/1H 6, 30 6,07 6,03 4,80 4,06 3,82 3,65 1,80 1,46 
6,30          
6,07   ο       
6,03  ο        
4,80          
4,06          
3,82       ο   
3,65      ο    
1,80          
1,46          

 : Corrélation forte   ο : Corrélation faible 
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B.4. Résultats des tests antibactériens  

Tableau XXIV. Résultats préliminaires de tests microbiologiques sur les différents extraits. 

Extraits 

Souches 

Diamètre d’inhibition 

C6H12 CH2Cl2 AcOEt MeOH 

Enterobacter cloacae ATCC 700323 - - - - 

Klebsiella oxytoca ATCC 8724 - - - - 

Shigella boydii ATCC 9207 ++ + +++ ++ 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027 - - - - 

Escherichia coli - - - - 

Salmonella enterides - - - - 

Bacillus cereus ATCC 13061 + - + + 

Staphylococcus aureus ATCC 11632 - - ++ + 

Streptococcus pneumoniae ATCC 6301 + + +++ + 

Cryptococcus neoformans ATCC 201382 - - - - 

Trichosporon mucoides ATCC 201382 - - - - 

Candida albicans - - - - 

Diamètre d’inhibition :                                                       Interprétation :  

Ø < 7mm                   -                                                         insensible 
7 < Ø < 8mm     +                                                      peu sensible  
8 < Ø < 9mm              ++                                                    moyennement sensible  
Ø > 9mm                   +++                                                   fortement sensible   

De la liste des microorganismes utilisés pour les tests, trois parmi les souches ont été sensibles aux 

quatre extraits. Il s’agit de Shigella boydii, Streptococcus pneumoniae, Staphylococcus aureus. 

L’activité antibactérienne des extraits AcOEt vis-à-vis de Shigelle boydii de Streptococcus 

pneumoniae a été plus importante comparée à celles des extraits hexanique, dichlorométhane, et 

méthanol. La majorité des antibiotiques a été probablement entraînée dans la phase AcOEt lors de 

l’extraction. 
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Les fractions N° 17, 19, 65, et 95 de la chromatographie liquide à basse pression ont été également 

testés sur les souches Shigella boydii, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, Streptococcus 

pneumoniae, les résultats sont mentionnés dans le tableau XXV suivant. 

         Tableau XXV. Résultats préliminaires des tests antimicrobiens de 4 fractions de extraits hexaniques. 

Extraits 

 

Souches 

Diamètre d’inhibition 

F17 F19 F65 F97 

Shigella boydii ATCC 9207 +  + + 

Bacillus cereus ATCC 13061 +   + 

Staphylococcus aureus ATCC 11632 +  +++ + 

Streptococcus pneumoniae ATCC 6301 + + +++ +++ 

L’activité antibactérienne des fractionnements F65 et F97, vis-à-vis de Streptococcus pneumoniae est 

plus importante comparée à celle des fractions F17 et F19. La souche Staphylococcus aureus est 

fortement sensible vis-à-vis de la fraction F65 
 (Figure 19), et moyennement sensible aux fractions 

F17, F19, et F97. Les autres agents pathogènes n’ont eu aucune sensibilité vis-à-vis des fractions 

testées. 

 

          F65 

     Staphylococcus aureus  

 

 F65 

Streptococcus pneumoniae  

        Figure 19. Halo d’inhibition de F65 vis-à-vis de S. aureus et S. pneumoniae. 

B.5. Résultats des tests antimalaria 

Concernant le test antimalaria de l’extrait hexanique de P. corallorhiza, réalisé sur Plasmodium 

falciparum FCM29, le taux d’inhibition à une concentration de 50 µg/ml est de 33%. La quinine a 

été prise comme référence, (IC50=3,28 ± 0,53µg/ml). 
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CONCLUSION 
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Les premières études approfondies sur Plocamium corallorhiza de Madagascar réalisées dans le 

présent travail, entrent dans le cadre de notre initiation à la recherche. Elles nous ont permis de 

comprendre la méthodologie de recherche dans le domaine des Produis Naturels, et de nous 

familiariser avec les techniques courantes de laboratoire. Nous rapportons dans ce document les 

premiers résultats de l’étude chimique et biologique entreprise sur Plocamium corallorhiza :  

�  Extraction et caractérisation des polysaccharides de cette algue rouge. 

�  Tests antibactériens de différents extraits (à l’hexane, au dichloromérhane, à l’acétate 

d’éthyle et au méthanol). 

�  Isolement et détermination de structure d’un constituant majoritaire d’un extrait hexanique. 

Le protocole d’extraction, entrepris pour les polysaccharides de Plocamium corallorhiza est celui 

des carraghénanes : Cold- Extract et Hot-Extract (précipité par CTAB). Les dosages colorimétriques 

réalisés ont permis d’avancer que les polysaccharides de P. corallorhiza contiennent une faible 

teneur en 3,6-anhydrogalactose (0,75 à 1.24 %), et une teneur en sulfates qui varie de 29 à 36 %. 

Les données spectrales en infra rouge du polysaccharide ont confirmé la présence de pont 3,6-

Anhydrogalactose, et de groupement sulfate. Après modification alcaline, la teneur en 3,6-

Anhydrogalactose augmente tandis que la teneur en sulfate diminue. C’est une indication pour la 

détermination ultérieure du type de carraghénane. 

Le volet microbiologie nous a permis de nous initier aux méthodes de réalisation de tests 

antibactériens. Des antibiogrammes ont été réalisés sur dix souches bactériennes de référence. Ces 

extraits ont donné une touche positive à ces tests, notamment l’extrait à l’acétate l’éthyle. D’autre 

part, les tests antipaludéens ont également été réalisés sur l’extrait hexanique. Ce dernier  présente 

également une touche positive à ce test. Ainsi une étude des constituants chimiques de l’extrait 

hexanique a été entreprise. Le fractionnement a nécessité l’emploi de différentes méthodes 

chromatographiques : CCM, CLBP, CCE, et a conduit à l’isolement d’un constituant majoritaire, qui 

se présente sous forme de poudre blanche amorphe, codée XXIIb. Une structure chimique est 

proposée sur la base des différentes données spectrales. Il s’agit de 7-bromo -4,4,8-trichloro-5,6-

diméthyl-octa-1,5-dièn-3-ol (C10H14OCl3Br). Ces données sont en accord avec celles de la 

littérature. Des monoterpènes aliphatiques polyhalogénés analogues ont été isolés sur  Plocamium 

corallorhiza, collectée en New South Wales, Australie (Donald et al., 1984). 
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Actuellement, l’utilisation des algues comme médicament s’effectue encore de façon empirique. 

Une meilleure connaissance des algues marines malgaches est encore nécessaire. Pour nos travaux 

ultérieurs sur Plocamium corallorhiza, nous envisagerons : 

�  de confirmer les types de polysaccharides,  

�  d’affiner la purification du produit XXIIb afin de tester et de confirmer son activité 

antibactérienne, et 

�  de poursuivre l’étude chimique des autres extraits biologiquement actifs. 
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ANNEXES 
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Spectres InfraRouge des carraghénanes de P. corallorhiza  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 Amas isotopiques résultant de la combinaison de 1 à 5 d’halogènes soit chlore, soit brome 

 



 

 Chromatogramme et spectre de masse de XXIIb 

 



 

Spectres de RMN de XXIIb 
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Résumé 

Plocamium corallorhiza, une algue rouge, récoltée dans la région de Taolagnaro, fait l’objet d’étude chimique de ce 
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corallorhiza pourrait constituer une algue thérapeutique. 

Abstract 

Plocamium corallorhiza, a red alga, collected in the area of Taolagnaro, is the chemical subject of study of this memory. 
The polysaccharides extracted from this marine alga consist of carrageenans, formed of unit of repetition D-galactose/D-
galactose. The colorimetric dosing method for total sugar contents, sulfates and 3,6-Anhydrogalactose units 
determination, associated with the physicochemical polysaccharides analysis methods (alkali- modification, IR 
spectroscopy) allowed to advance that polysaccharides of  P. corallorhiza could be made up of a mixture of µ-, γ-, et de 
ω-carragheenans.  

One compound coded XXIIb was isolated from the hexanic fraction of P. corallorhiza. Strucure proposition was given on 
the basis of chromatographic analysis results and spectral data (LPLC, TLC, GC/MS, GC/IRTF, 1HNMR and 13CNMR): it 
may be a polyhalogenated monoterpene 7-bromo-4,4,8-trichloro-5,6-dimethyl-octa-1,5-dien-3-ol. 
 
Antimicrobial and antimalarial activities of some fractions showed that P. corallorhiza could be a therapeutic alga. 
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