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 ملخص
 

) والأص�باغ الأكس�دة مض�ادات المغ�ذیات، الغذائی�ة، الم�واد م�ثلا( الحیوی�ة للمنتجات مھمًا مصدرًا الدقیقة الطحالب تعد

 الطحالب استخدام تم العمل، ھذا في. أمرا حتمیا مناسبة وتنقیة فصل تقنیات تطویر أصبح الإقدام على ثم ومن. الحیوي والوقود

 جزیئ�ات خلاصلاس�ت ،كم�ورد) الجزائر غرب شمال( تلمسان ولایة في الواقع بوغرارة، حمام سد من عھایجمت تم التي الدقیقة

 ناحیة من الأكسدة، مضادات نشاط إلى بالإضافة بیولوجیا النشطة للمركبات تقییم إجراء تم الغایة، لھذه تحقیقا. بیولوجیاً نشطة

 .الغشائي الترشیح طریقة باستخدام الحیویة الكتلة لھذه الرئیسیة للمركبات تنقیةو فصل إجراء تم أخرى،

 بولیفین�ولال مث�ل الطبیعی�ة الأكسدة مضادات جزیئات من متنوعة مجموعة المدروسة المجھریة الطحالب مزیج یظُھر

 على یدل مما رتباطالإ عامل تحدید أكدھا التي الأكسدة، مضادات خواص ذلك، إلى بالإضافة. الأصباغ وكذلك والفلافونویدات

 من جیدة ؛وقدرة (DPPH) )لتثبیت الجذور الالكیلیة الحرة( ةالرادیكالی كسح اختبار قوة بواسطة البولیفینول من قویة مساھمة

حظ�ة ملا.الإرج�اع ق�درة م�ع وك�ذلك. ك�اروتین β-بیروكس�ید المستخلص�ات،لمنع علیھ�ا تحت�وي الت�ي ونوید،والفلاف الكاروتینات

 تم التي النتائج سمحت كما). والكاروتینات والفلافونوید البولیفینول( دراستھا تمت التي الثلاث الجزیئیة للمجموعاتبشكل جید 

 ف�ي" الن�ارنجنین جزیئ�ة و الس�یرنجیك حم�ض الكاتش�ین، لی�ك،الغا حم�ض" فینولی�ة مركب�ات أرب�ع بتحدی�د علیھ�ا الحص�ول

 .المدروسة الأخرى ستخلصاتبالم مقارنة فعالیة أكثر للأكسدة مضاد عامل عن یكشف الذي المیثانولي المستخلص

 اختی�ار بع�د )UF( الف�ائق الترش�یح باس�تخدام الحیویة الجزیئات لفصل مناسبة إستراتیجیة تطویر تم أخرى، ناحیة من

 والأص�باغ) TAGs( الثلاثی�ة ال�دھون فص�ل الض�روري م�ن ،كان نفاذیة مستقرة تدفق على للحفاظ. الخلیة لكسر فعالة ریقةط

 بالحص�ول المتبقي المائي للمحلول )UF( الغشائي الترشیح سمح.بدیل مذیب باستعمال استخراجھم طریق عن كسرالخلایا بعد

 ف�ي ةمستخلص� غی�رال ال�دھون فص�ل تم .الكربوھیدرات من٪  85 من وأكثر تالبروتینا من٪  70 بنسبة الاسترداد عامل على

 .٪ 60 حوالي استرداد وعامل٪  70 حوالي نقاوة مع المائي لمستخلصا في المتبقیة البدیلة، المذیبات

 ،ف�ائقال الترش�یح، ة؛بدیل�ال الم�ذیبات أحیائی�ة؛ تكری�ر معام�ل للأكس�دة؛ المض�اد النش�اط ،الطحال�ب :الرئیس�یة الكلم�ات

 .حمام بوغرارة سد ،الحیویة المنتجات ،المغذیات

   



 

 

 

Résumé 

 

Les microalgues représentent une source importante de bioproduits (tels que les aliments, 

les nutraceutiques, les antioxydants et les pigments) et de biocarburants. Il est donc avantageux 

de développer des technologies pour séparation et de purification appropriées qui doivent être 

affinées et sélectionnées. Dans ce travail, les microalgues récoltées dans le barrage de Hammam 

Boughrara, situé à la Wilaya de Tlemcen (nord-ouest de l'Algérie), ont été utilisées comme 

ressource pour récupérer et fractionner des molécules bioactives. Pour ce faire, une évaluation 

des composés bioactifs en plus de l'activité antioxydante a été réalisée, d'autre part, une 

séparation/purification des principaux composés de cette biomasse a été effectuée à l'aide de 

procédé assisté par membrane. 

Le mélange microalgale étudié montre une variété de molécules antioxydantes naturelles 

telles que des teneurs en polyphénols, flavonoïdes ainsi qu'en pigments importantes. Il possède 

de modestes propriétés antioxydantes, confirmé par la détermination du facteur de corrélation 

indiquant une forte contribution des polyphénols par un pouvoir antiradicalaire  

(le piégeage du radical libre DPPH•); et une bonne capacité des caroténoïdes et des flavonoïdes, 

contenant les extraits, à l'inhibition de la peroxydation du β-carotène; ainsi qu'avec un pouvoir 

réducteur bien remarquable des trois groupement moléculaire étudiés (polyphénols, flavonoïdes 

et caroténoïdes). Les résultats obtenus ont permis aussi l'identification de quatre composés 

phénoliques « Acide Gallique, Catéchine, Syringique et Naringinine » dans l’extrait 

méthanolique qui révèle un agent antioxydant plus efficace vis-à-vis les autres extraits étudiés.  

D'autre part, une stratégie appropriée pour fractionner les biomolécules en ultrafiltration 

(UF) a été développée après la sélection d'une méthode de destruction cellulaire efficace. Afin 

de maintenir un flux de perméat stable, il était nécessaire de réduire la complexité de la solution 

avant l’ultrafiltration. Ceci a été réalisé en séparant les triglycérides (TAGs) et les pigments, 

après rupture des cellules, par extraction solide-liquide-liquide avec un solvant alternative. L'UF 

de la phase aqueuse restante permettait un facteur de récupération de 70% des protéines et plus 

de 85% des glucides dans le retentât. Les TAGs non récupérés dans le solvant alternative, 

restant dans la phase aqueuse ont été séparés dans le perméat avec une pureté d'environ 70% et 

un facteur de récupération d'environ 60%. 

Mots clés : Microalgues ; activité antioxydante ; bioraffinerie ; solvant alternatif ; 

ultrafiltration ; les nutraceutiques ; bioproduits ; Barrage de Hammam Boughrara. 



 

 

 

Abstract 

 

Microalgae represent an important source of valuable bioproducts (such as food, 

nutraceuticals, antioxidants, and pigments) and biofuel. There is thus an urgent need to develop 

an appropriate separation and purification technologies. In this work, microalgae harvested in 

the Hammam Boughrara dam, situated in Tlemcen (north-west of Algeria), were used as source 

to recover and fractionate bio-derived molecules using membrane-assisted processes. Thus, an 

evaluation of the bioactive compounds in addition to the antioxidant activity was performed, on 

the other hand, a separation/purification of the main compounds of this biomass was carried out 

using membrane-assisted method. 

The microalgal mixture studied shows a variety of natural antioxidant molecules such as 

polyphenol, flavonoids as well as pigments. In addition, modest antioxidant properties, 

confirmed by the determination of the correlation factor indicating a strong contribution of 

polyphenols by an antiradical power (Test of DPPH•); and a good ability of carotenoids and 

flavonoids, containing the extracts, to inhibit the peroxidation of β-carotene; as well as with a 

very significant reducing power of the three molecular groups studied (polyphenols, flavonoids 

and carotenoids). The results obtained also allowed the identification of four phenolic 

compounds "Gallic Acid, Catechin, Syringic and Naringinine" in the methanolic extract which 

reveals more effective antioxidant agent compared to the other extracts studied. 

On the other hand, an appropriate strategy to fractionate biomolecules using  

ultrafiltration (UF) has been developed after the selection of an effective cell desruption 

method. To maintain a stable permeate flux it was necessary to decrease the complexity of the 

solution prior to UF. This was achieved by separating triglycerides (TAGs) and pigments after 

cell disruption by solid-liquid-liquid extraction with a green solvent. The UF of the remaining 

aqueous phase allowed a recovery factor of 70% of the proteins and more than 85% of the 

carbohydrates in the retentate. TAGs not recovered in the alternative solvent, remaining in the 

aqueous phase were separated in the permeate with a purity of about 70% and a recovery factor 

of about 60%. 

 

Key words: Microalgae ; antioxidant activity; biorefinery ; Green solvent; ultrafiltration ; 

nutraceuticals ; bioproducts ; Hammam Boughrara dam. 
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es microalgues ont récemment suscité un intérêt considérable dans le monde 

entier dans les domaines des énergies renouvelables en raison de leur potentiel 

de réduction de la dépendance aux carburants et aux produits chimiques à base 

de pétrole. Ce sont d’excellents convertisseurs d’énergie solaire en produisant un grand 

nombre de composés métaboliques menant à la production et l’accumulation de 

composés actifs présentant un intérêt pour plusieurs secteurs industriels: chimie fine, 

ingrédients nutraceutiques, cosméceutiques, produits pharmaceutiques et biomatériaux. 

Quelques espèces de microalgues ou leurs extraits sont déjà utilisés comme suppléments 

nutritifs et alimentaires pour l’Homme et chez les animaux d’élevage et de compagnie. 

En comparaison avec les plantes terrestres, cette matière première présente un intérêt 

particulier en raison de leur diversité, l’efficacité plus élevée de la photoconversion, 

de la possibilité de s'adapter aux différents conditions de milieu de culture et de se 

développer dans des zones qui ne nécessitent pas de terres arables ni des exigences 

particulières. 

En plus, cette biomasse représente une source renouvelable, durable  

et économique de biocarburants, et elle est considérée comme une alternative des 

énergies fossiles, dont son utilisation a plus que doublé depuis les années 1970, et selon 

la demande actuelle qui s'est accrue par leur utilisation plus rapide que leurs 

reconstitutions génétiques qui demandent des millions d'années, il serait impossible 

d'assurer les besoins en carburants sans provoquer d'importantes conséquences 

environnementales et sociales. 

De nos jours, bien que les microalgues ont attiré beaucoup d’attention en tant que 

source potentielle d’antioxydants naturels pour remplacer celles de synthèse, tels que  

les pigments, les composés phénoliques et les vitamines, la majorité des recherches 

menées au cours des deux dernières décennies ont été principalement axées sur la 

production et l’accumulation de lipides pour la production de biodiesel. De même, un 

certain nombre de secteurs industriels se tournent de nouveau vers l’incorporation de 

ces molécules aux caractéristiques biologiques intéressantes dans leurs formulations 

(Bazzarelli et al., 2016)  

L



Introduction générale 

2 

Cette matière première convient beaucoup mieux à la transformation dans le cadre 

d’une bioraffinerie, et il sera plus avantageux si ces micro-organismes sont 

complètement valorisés pour leur exploitation commerciale à grande échelle. 

Pour ces raisons, l'objectif ultime de ce travail est d'étudier une approche 

alternative pour valoriser les principaux constituants des microalgues, avec une stratégie 

de bioraffinage adaptée, efficace et écologique. La biomasse microalgale est représentée 

par un mélange de phytoplancton naturel d'eau douce de barrage de Hammam 

Boughrara situé à la Wilaya de Tlemcen (nord-ouest de l'Algérie). 

Ce manuscrit sera décliné en trois chapitres présenté comme ainsi: 

Le premier chapitre (Chapitre I) présentera une recherche bibliographique sur les 

microalgues, leur diversité, les méthodes de culture et de récolte ainsi que le potentiel 

de leur composition biochimiques qui représentent différentes applications dans 

plusieurs domaines. 

Le chapitre qui suit (Chapitre II) sera axé à la valorisation des microalgues par 

l'extraction et l'estimation des biomolécules à haute valeur ajouté, en utilisant différents 

solvants et éventuellement une évaluation du pouvoir antioxydant des différents extraits 

issu de microalgues. 

Le troisième chapitre (chapitre III) est constitué  de deux parties, dont la première 

partie consiste à décrire le choix de la meilleure méthode appropriée à la destruction 

cellulaire de cet assemblage de phytoplancton; en ce qui suit, une stratégie sera 

proposée pour l'extraction et le fractionnement des principaux composés hydrophobes à 

des composés hydrophiles de notre biomasse aquatique avec une bonne efficacité. Les 

travaux décrits dans ce chapitre sont exposés sous forme de publication déjà parue dans 

le Journal of Biofuels, Bioproducts and Biorefining. 

En fin, on donnera les conclusions essentielles sur l’ensemble de ce travail ainsi 

que les perspectives de sa continuité seront dégagées. 
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I.1. DEFINITION ET ORIGINE DES MICROALGUES 

Le terme microalgue comprend par définition les organismes microscopiques 

photosynthétiques uni- et oligo-cellulaire, avec une taille qui varie de quelques 

micromètres à une centaine de micromètres, à la base de la chaine alimentaire  

et producteurs primaires d’oxygène. Leur existence et plus précisément les 

cyanobactéries, remontent à plus de 3,4 milliards d’année. 

Ces micro-organismes, dénommées également phytoplancton, produits 

rapidement à partir de l'énergie solaire, du dioxyde de carbone et des nutriments 

présents dans divers habitats aquatiques (eau douce, saumâtre et salé), ou même 

terrestres (le sol ou sur le tronc des arbres). Cette biomasse reconnue ubiquistes,  

c'est-à-dire qu’ils croissent dans différents écosystèmes démontrant un haut degré de 

biodiversité, une grande variété de formes et conséquemment une multitude de voies 

métaboliques. Il a été considéré comme une alternative prometteuse, dite biomasse de la 

troisième génération (Soha S.M. Mostafa., 2012). 

I.2. DIVERSITE 

Les microalgues représentent une immense biodiversité, ensemble très hétérogène 

en terme de morphologie et de physiologie, où il est estimé qu'il existe plus de 50 000 

espèces parmi lesquelles environ 40 000 ont été étudiées et analysées (Hu et al., 2008). 

Ce sont des cellules simples qui sont classées comme procaryotes (microalgues bleues 

ou cyanobactéries) ou eucaryotes (microalgues vertes, rouges et brunes). Ce classement 

se fait à la base de leurs propriétés et caractéristiques morphologiques. 

I.2.1 Les procaryotes 

Les microalgues procaryotes sont des organismes unicellulaires dépourvues de 

noyau (une structure bactérienne classique), où les chromosomes se trouvent dans le 

cytoplasme, entourés par des membranes lamellaires qui contiennent les pigments 

photosynthétiques. 

- Les cyanobactéries se caractérisent par leurs structures cellulaires procaryotes, dont 

la présence de la chlorophylle a et des pigments hydrosolubles (les phycobilines 

rouge et bleu) les distinguent des bactéries. Ce groupe représente éventuellement  
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le groupe photosynthétique le plus important sur terre par la présence de plus de 

6 000 espèces, dont la Spirulina et la Nostoc (Figure I.1) sont parmi les espèces les 

plus connues (Nabout, J. C. et al. 2013), d’une coloration bleu-verte et d’une taille 

d’environ 10 µm. La reproduction des cyanobactéries est connue végétative 

(asexuée) et leurs croissance peut être d’une manière naturelle sur les surfaces d’eau 

et également dans le sol avec la présence de la lumière (la seule exigence) qui est 

considérée comme un paramètre indispensable pour son développement.  

A l’absence de cette dernière, ces microorganismes font en sorte d’emmagasiner 

principalement leur énergie sous forme de lipide ou d’amidon (Pulz, O., & Gross, 

W., 2004). De ce fait, en plus de leur importance comme producteurs primaires 

d’oxygène, les cyanobactéries sont une source de métabolite primaire. 

 

 

 

 

 

 

Figure I. 1 : Photographie des microalgues procaryotes, les cyanophycées : 
(A) Nostoc sphaericum, (B) Spirulina (http://www.algaebase.org) 

 

I.2.2 Les eucaryotes 

Les microalgues eucaryotes (Figure I.2) sont des organismes uni ou 

pluricellulaires qui possèdent une structure végétale classique compartimenté contenant 

un noyau entouré d’une membrane ainsi que plusieurs organites intracellulaires  

y compris les chloroplastes qui renferment les pigments photosynthétiques. 

- Les Chlorophycées sont des microalgues vertes, la plus grande classe variée  

de la division des chlorophyta, faciles à être cultivé dans les eaux douces ou 

marines. Elles sont unicellulaires ou pluricellulaires avec généralement une petite  

taille (<20µm), dont la paroi cellulaire peut être épaisse (ex : Chlamydomonas) ou 

absente et entourée seulement par la membrane plasmique (ex : Dunaliella).  

  

10 µm 

(A) (B) 
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- Chez ces microorganismes, l’amidon est considéré comme la substance de réserve 

fondamentale ainsi que les lipides. En outre, elles renferment de la chlorophylle  

a et b, avec les principaux caroténoïdes (β-carotène, lutéine, violaxanthine) en plus 

des caroténoïdes mineurs (zéaxanthine) identique à celle des plantes supérieurs, par 

conséquent, elles ont été commercialisées à diverses applications tel qu’un additif 

alimentaire diététique, colorant alimentaire…etc (Jeffrey,S. W. et al., 1997). 

- Les Diatomées forment une classe des microalgues très répandues dans tous les 

types d’habitats, caractérisées par leurs structures eucaryotes et unicellulaires qui 

mesurent généralement de 2 à 200 µm avec certaines atteignant quelques 

millimètres (1 à 3 mm), ces espèces sont d’ailleurs reconnues par une coquille en 

silice (frustule) enveloppant la cellule, ainsi que par la présence de chlorophylle a et 

c et des pigments accessoires comme le β-carotène et la fucoxanthine dans des 

chloroplastes (Wehr, et al., 2015). En outre, il est bien connu que ces 

phytoplanctons sont riches en  polysaccharide (chrysolaminaran) et les lipides plus 

particulièrement les triglycérides comme composant majeurs, qui constituent une 

réserve énergétique très importante (Caballero et al., 2016). 

- Les Euglenophycées sont une classe de flagellés de l'embranchement des 

Euglenophyta, des algues vertes unicellulaires entourées d’une pellicule de bande 

protéique autour de la cellule. Leur croissance peut être généralement sur les eaux 

douces et très rarement dans les eaux marines et saumâtres, comme elles ont 

tendance à se développer dans de petits bassins enrichis en composés organiques, 

avec un mode de culture autotrophe ou hétérotrophe dépendant de l’espèce 

microalgale. L’aliment de réserves de ces microorganismes est bien des glucides ou 

de l’amidon, le chrysolaminarine et plus particulièrement le paramylon qui est un 

polyoside de réserve spécifique des Euglenophyta. Les Euglenophycées semblent 

être aussi une source riche en pigments et cela par la présence des chlorophylles a 

et b dans leurs chloroplastes en plus des caroténoïdes et des xanthophylles 

(Sahoo & Kumar, 2015). 

  (B) 
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Figure I. 2 : Photographie de quelque microalgues eucaryotes,Chlorophycées en (A)  
« Dunaliella salina Teodoresco », Diatomée en (B) « Diadesmisgallica »  

et Euglenophycée en (C) « Euglenamucifera Mainx » (http://ccala.butbn.cas.cz/en) 

 

I.3. CULTURE DES MICROALGUES 

Les microalgues sont capables de se développer rapidement et peuvent être 

cultivées par différentes méthodes et dans différentes conditions. Cette biomasse est 

révélée être une matière première attrayante pour la génération rapide des biomolécules, 

pouvant compléter les besoins nutritionnels, pharmaceutique, cosmétique  

et énergétiques de la population. 

I.3.1. But et Avantage de la culture des microalgues 

L’importance de la culture des microalgues se résume dans la découverte et la 

revalorisation des espèces microalgales qui existent naturellement dans les écosystèmes 

et qui ont suscité un intérêt notable par leur profil biochimique qui dépend de l’espèce 

microalgale et aux paramètres environnementaux, et plus particulièrement, parce que 

certaines d’entre elles contiennent des molécules uniques. Ces microorganismes 

photosynthétiques se développent très rapidement, par la transformation d’environ 10% 

de l’énergie solaire en biomasse avec un dédoublement de 0,3 à 3 fois plus et un 

rendement théorique estimé d’environ 77g/biomasse/m2/jour, (Khan et al., 2018; 

Cadoret & Bernard, 2008). 

Les microalgues sont une source en grande partie inexploitée de composés 

bioactifs nouveaux et très intéressants, éventuellement, elles ont des avantages 

permettant d’envisager un potentiel important d’exploitation industrielle. 

  

10 µm 

(A) (B) (C) 
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I.3.2. Méthodes utilisées

Afin de produire de la biomasse désirée en quantité

se croitre rapidement, diverses méthodes de culture sont aujourd’hui pratiquées en 

tenant compte de mode de vie de l’espèce microalgale et de différentes conditions 

environnementales convenable à leur croissance. Des cultures dans des milieux ouverts 

(Raceways) ainsi que dans des milieux fermés (Photobioréacteur PBR) peuvent être 

réalisées pour les microalgues phototrophes et mixotrophes, 

utilisés pour les microalgues hétérotrophe

I.3.2.1 Les raceways 

Les systèmes raceways sont des systèmes ouverts, les plus souvent utilisés et les 

moins chers pour la production des microalgues à grand

grands bassins ovale ou circu

dizaines de centimètres en profondeur. Il

à aube pour assurer un processus de culture continue en permettant le rapport 

nutriments aux microalgues et l’emp

constant. Concernant le transfert de CO

bullage afin de permettre une bonne diffusion dans le milieu. En plus du CO

atmosphérique naturel absorbé par 

peuvent être un autre avantage étant une source de nutriments. Cependant, les milieux 

ouverts ont tendance à avoir quelques contraintes à propos 

Intensité de la lumière et température 

ainsi qu’une contamination par la croissance d’autre espèce microalgale et/ou bactéries 

peut être rencontrer (Safi, 

 

 

 

 

 

 

Figure I. 3 : Photographie d’un bassin ouvert de culture de la Nannochlorops
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ilisées 

Afin de produire de la biomasse désirée en quantité, comme elle a la capacité de 

se croitre rapidement, diverses méthodes de culture sont aujourd’hui pratiquées en 

tenant compte de mode de vie de l’espèce microalgale et de différentes conditions 

vironnementales convenable à leur croissance. Des cultures dans des milieux ouverts 

(Raceways) ainsi que dans des milieux fermés (Photobioréacteur PBR) peuvent être 

réalisées pour les microalgues phototrophes et mixotrophes, sinon des fermenteurs 

microalgues hétérotrophes. 

 

Les systèmes raceways sont des systèmes ouverts, les plus souvent utilisés et les 

moins chers pour la production des microalgues à grande échelle. Ils s’agissent de 

grands bassins ovale ou circulaire avec une recirculation fermée (Fig.I.3), de quelques 

dizaines de centimètres en profondeur. Ils sont munis d’une ou de plusieurs roues 

à aube pour assurer un processus de culture continue en permettant le rapport 

nutriments aux microalgues et l’empêchement de leur sédimentation en créant un flux 

constant. Concernant le transfert de CO2 dans la phase liquide, le système utilise un 

bullage afin de permettre une bonne diffusion dans le milieu. En plus du CO

naturel absorbé par la biomasse, l’utilisation des eaux de rejet recyclées 

t être un autre avantage étant une source de nutriments. Cependant, les milieux 

ouverts ont tendance à avoir quelques contraintes à propos des conditions de culture: 

Intensité de la lumière et température incontrôlable, évaporation de l’eau de culture 

ainsi qu’une contamination par la croissance d’autre espèce microalgale et/ou bactéries 

(Safi, et al., 2014;Frey et al., 2016). 

Photographie d’un bassin ouvert de culture de la Nannochlorops
à grande échelle (Greenwell, et al., 2010)  
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comme elle a la capacité de 

se croitre rapidement, diverses méthodes de culture sont aujourd’hui pratiquées en 

tenant compte de mode de vie de l’espèce microalgale et de différentes conditions 

vironnementales convenable à leur croissance. Des cultures dans des milieux ouverts 

(Raceways) ainsi que dans des milieux fermés (Photobioréacteur PBR) peuvent être 

sinon des fermenteurs sont 

Les systèmes raceways sont des systèmes ouverts, les plus souvent utilisés et les 

échelle. Ils s’agissent de 

ig.I.3), de quelques 

d’une ou de plusieurs roues  

à aube pour assurer un processus de culture continue en permettant le rapport  

êchement de leur sédimentation en créant un flux 

dans la phase liquide, le système utilise un 

bullage afin de permettre une bonne diffusion dans le milieu. En plus du CO2 

e, l’utilisation des eaux de rejet recyclées 

t être un autre avantage étant une source de nutriments. Cependant, les milieux 

es conditions de culture: 

incontrôlable, évaporation de l’eau de culture 

ainsi qu’une contamination par la croissance d’autre espèce microalgale et/ou bactéries 

Photographie d’un bassin ouvert de culture de la Nannochloropsis sp. 
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I.3.2.2. Photobioréacteur (PBR) 

Les Photobioréacteurs sont des systèmes fermés et hermétiques, sous forme de 

plusieurs conceptions, qui peuvent être tubulaires, à colonne verticale ou plat (Fig.I.4). 

Cette technologie a été principalement mise en œuvre pour surmonter certains facteurs 

limitant dans les systèmes de bassins ouverts, permettant la croissance de la biomasse 

dans un environnement avec des paramètres de culture mieux gérés ainsi qu’une 

production importante. Un photobioréacteur est un système qui doit être transparent en 

plastique ou en verre, assurant le passage maximal de la lumière incidente  

(source essentielle de la photosynthèse) éventuellement naturelle ou artificielle. Et à 

l’aide d’une pompe, le dioxyde de carbone est bien injecté dans le système pour une 

bonne diffusion avec des nutriments à partir de réservoir, permettant aussi une 

circulation des microalgues à travers les tubes. Quant à l’oxygène issu de la 

photosynthèse, le système est muni d’une sortie pour son évacuation. Et utilise de l’eau 

pour le refroidissement afin de contrôler la température. Néanmoins, les principaux 

inconvénients du système fermé sont le coût de la construction sophistiquée, la petite 

zone d’éclairage et les coûts de stérilisation (Carl Safi et al., 2014;Sadi, 2012). 

(A)      (B) 

 

  

 

 

 

 

Figure I. 4 : Photographie des Photobioréacteurs tubulaires « A» (https://newscientist.nl/),, 
et plats « B » (https://explorebiotech.com) 

I.3.2.3. Les fermenteurs 

Les microalgues cultivées dans des fermenteurs ce sont des microorganismes dites 

hétérotrophes, qui ne nécessitent pas de la lumière pour leur développement. Également 

pour les microalgues qui ont la capacité de se développer même à l’absence  

de la lumière (le cas de Chlorella vulgaris et Chlorella protothecoides). Les 

bioréacteurs fermés utilisent une source de carbone organique pour l’alimentation de  
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la culture sous agitation dans des cuves et avec des conditions optimales bien 

maitrisées, le système reflète un bon rendement de la biomasse microalgale obtenue qui 

est estimé de 40 à 100 fois plus en comparant aux systèmes ouverts (Borowitzka, 1999), 

ainsi qu’un faible coût de récolte en raison de leurs concentrations élevés et aussi bien 

développé en limitant la contamination par la stérilisation de bioréacteur et de milieu de 

culture (Perez-Garcia,et al., 2011; Carvalho, et al., 2006). 

I.4. RECOLTE DES MICROALGUES 

La récolte des microalgues de leur milieu de culture peut être effectuée en 

utilisant différentes méthodes, et cela dans le but d’une récupération et concentration 

efficaces de cette biomasse. Par conséquent, le choix du processus devrait être pour une 

récolte atteignant une concentration élevée tout en nécessitant des coûts de 

fonctionnement, d’énergie et de maintenance modérés. Cependant, il n’existe pas une 

méthodes universelle vue qu’elle dépend de la nature de l’espèce microalgale et aussi du 

produit final, à savoir sa valeur et ses propriétés (Barros, et al., 2015).  

I.4.1. Centrifugation 

Le procédé de la centrifugation utilise la force centrifuge pour permettre la 

séparation des microalgues de leur milieu de culture. Cette technique permet d’avoir 

10 fois plus la concentration initiale d’une suspension de microalgue (Sadi, 2012). Elle 

est connue d’être une méthode rapide et efficace à 90 % ainsi que la méthode la plus 

courante pour l’utilisation à l’échelle industrielle en traitant de grand volume dans un 

peu de temps. Cependant, cette technique comme elle peut être nuisible à certaines 

parois cellulaires , elle contribue à 20-30 % du coût total de production de biomasse  

ce qui la rend difficilement réalisable économiquement (Molina Grima, et al., 2003; 

Chen, et al., 2011). 

I.4.2. Floculation 

La floculation est un processus dans lequel les particules en suspension sont 

agrégées pour former de grosses particules à sédimenter. Cette technique peut  

se produire naturellement (auto ou biofloculation) dans les milieux de culture exposés 

au soleil, provoquée par l’assimilation du CO2, des nitrates et des phosphates qui 

causent l’augmentation du pH, permettant aux cellules de se rejoindre afin de former  
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des agrégats. Selon la littérature ce phénomène peut être aussi affecté par l’ajout 

d’hydroxyde de sodium qui est un produit non couteux permettant d’avoir le pH voulu 

et la précipitation de la biomasse (efficace à 90 %) dans un peu de temps (Vandamme, 

et al., 2012). Plus loin, la coagulation des microalgues peut avoir lieu par l’ajout d’un 

floculant qui peut être un polymère anionique ou cationique, synthétiques ou naturels, 

ainsi qu’elle peut être réalisé par l’ajout des bactéries au milieu de culture, cependant 

leur croissance demande une source d’énergie et peut être même des substrats 

organiques supplémentaire, une chose qui favorise l’incidence des contaminations 

bactérienne et fongique sur les microalgues (Barros et al., 2015). 

La floculation est considérée peu coûteuse et consomme peu d’énergie, ce qui 

rend cette technique de récolte une alternative attrayante, ainsi qu’elle peut être plus 

efficace en se combinant à la sédimentation ou à la filtration. 

I.4.3. Sédimentation 

La sédimentation par gravité est une technique de séparation, elle se base sur la 

densité des cellules de microalgue en suspension par une formation d'un dépôt de ces 

particules dans la partie inferieure d'un bassin de sédimentation, ainsi qu'elle peut être 

améliorée par l'utilisation des séparateurs à lamelles. L'efficacité de ce processus est 

fortement liée à la taille et la densité des cellules qui influent sur la vitesse de la 

décantation, étant donné que les microalgues de faible densité ont tendance à ne pas être 

sédimenté facilement et plus rapidement, ça peut causer une dénaturation de quelques 

cellules. L'ajout d'un floculant est fréquemment réalisé et considéré comme une  

pré-récolte pour une amélioration de l'efficacité de cette technique en terme de 

concentration et vitesse de sédimentation avec un taux plus élevé (Uduman, et al., 2010; 

Chen et al., 2011).  

I.4.4. Flottation 

Le phénomène de flottation des microalgues dans leurs milieux de culture peut 

être naturel lorsque leur teneur en lipides augmente, ce qui facilite leur récolte pour 

passer à l'étape suivante. Ce processus permet de récupérer en sortie un concentré 

présentant 1 à 6 % de matière sèche, dont il peut être effectué par la dissolution d'air 

dans le milieu de culture afin de créer des bulles de 10 à 100 µm, qui se lient sur 
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les cellules et permettent le transport et la formation des flocs à la surface de milieu de 

culture. D'autre part, une flottation par injection d'air avec une forte agitation peut aussi 

être effectuée, qui engendre des microbulles (700 à 1 500 µm), d'hydrogène de charge 

positive à l'intérieur de milieu entrainant les microalgues en suspension de charge 

négative vers la surface d'eau (Chen et al., 2011). La flottation a été appliquée avec 

succès à la séparation des microalgues d’eau douce, telles que C. vulgaris, et considérée 

comme une méthode de récolte à grande échelle prometteuse et peu coûteuse (Liu, et 

al., 1999). 

I.4.5. Filtration 

Cette méthode est principalement un moyen d'assèchement, elle implique le 

passage de la suspension microalgale à travers un filtre sur lequel les cellules de 

microalgue se concentrent constamment. Généralement et pour une récolte plus 

efficace, elle peut aussi être une étape qui suit la floculation/coagulation. Ils existent 

plusieurs types de filtration mise à part la filtration conventionnelle telle que la 

microfiltration, la filtration sous vide, sous pression, l’ultrafiltration et la filtration à flux 

tangentiel. Le choix du processus approprié dépend principalement de la taille de la 

cellule microalgale à récolter. L'ultrafiltration et la microfiltration tangentielle sont 

connues d'être un processus plus agissant pour la récolte des microalgues dont la taille 

est inferieur à 40 µm (cas pour la plupart des microalgues). Ce processus permet le 

passage de la suspension parallèlement à la surface de la membrane en appliquant une 

pression qui maintient les particules dans le fluide de circulation. Cette technique est 

principalement influencée par le type de filtre, la pression transmembranaire, la vitesse 

d'écoulement, le flux croisé turbulent ainsi que la phase de croissance. Un compromis 

doit être trouvé prenant en compte ces paramètres, afin d'avoir le flux critique, le plus 

faible flux qui crée un dépôt irréversible des cellule microalgale sur la membrane  

(Carl Safi et al., 2014; Barros et al., 2015). Néanmoins, même en travaillant dans ces 

conditions, les molécules solubles telles que les exopolysacharides (PSE), généralement 

sécrétées par quelques microalgues dans les conditions de stress, génèrent le phénomène 

d'encrassement sur la membrane et représentent une des limites majeure du processus 

par l'augmentation du flux et l'exigence d'élimination par un nettoyage chimique (Rossi 

et al.,2008). En outre, cette technique peut aussi être coûteuse en énergie vue que le 

système nécessite une énergie pour le pompage de la biomasse ainsi qu'un 

remplacement des membranes usées (Show & Lee, 2014). 
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I.6. COMPOSITION BIOCHIMIQUES DES MICRO-ALGUES & INTERET 

POTENTIEL 

Les microalgues ont été reconnues comme une matière première, dite de troisième 

génération, non seulement parce qu’elles éliminent le dioxyde de carbone de l’atmosphère, mais 

aussi parce qu’elle est une source inépuisable d'une variété de bioproduit photosynthétiques, 

sous diverses forme, tels que des composants cellulaires ou des matériaux de stockage, dont les 

principales biomolécules (Tableau I.1) comprennent les protéines, les polysaccharides ainsi que 

les lipides. Par conséquent,  ils ont un potentiel énorme dans une grande variété d'applications 

(Figure I.5). C'est grâce à la teneur importante en protéines, qu'en 1940, des chercheurs se sont 

intéressés aux microalgues comme aliments, alors qu'une cyanobactérie avait été une première à 

être utilisée comme nourriture en Chine et avant 2000 ans comme aliment aussi pour survivre 

une famine (Spolaore et al., 2006). 

Tableau I. 1: Composition générale de différents espèces microalgale  
(% de matière sèche) (Trivedi et al., 2015) 

 
Espèce Protéine Glucide Lipide 

Anabaenacylindrica 43–56 25–30 4–7 

Aphanizomenonflos-aquae 62 23 3 

Chlamydomonas rheinhardii 48 17 21 

Cholrellapyrenoidosa 57 26 2 

Cholrella vulgaris 51–58 12–17 14–22 

Dunaliella salina 57 32 6 

Dunaliellabioculata 49 4 8 

Euglena gracilis 39–61 14–18 14–20 

Porphyridiumcruentum 28–39 40–57 9–14 

Prymnesiumparvum 28–45 25–33 22–38 

Scenedesmusobliquus 50–56 10–17 12–14 

Scenedesmusquadricauda 47 - 1,9 

Scenedesmusdimorphus 8–18 21–52 16–40 

Spirogyrasp.  6–20 33–64 11–21 

Arthrospira maxima  60–71 13–16 6–7 

Spirulinaplatensis 46–63 8–14 4–9 

Synechococcussp.  63 15 11 

Tetraselmismaculate 52 15 3 
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Figure I. 5 : Les microalgues en tant que système de production inépuisable 
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Les microalgues en tant que système de production inépuisable 
& Applications (Hariskos & Posten, 2014) 

Les microalgues représentent une source alternative des protéines et de divers 

acide aminés qui est due à son contenu élevé estimé entre 40 à 60 % de matière sèche. 

Les protéines représentent un constituant essentiel dans la cellule microalgale, dont ils 

jouent un rôle capitale dans leur croissance, réparation ainsi que leur maintenance en 

plus d'être un régulateurs des activités cellulaires et de défense contre les intrus qui 

(Carl et al., 2014;Sialve & Steyer, 2013). De nombreuses espèces de 

microalgues reproduisent des quantités de protéines plus importantes

% protéine de sa matière sèche) est une des principales raison pour 

être actuellement cultivée. Anabeana,Chlorella, Dunaliella et Euglena

me une bonne source de protéine. Les protéines peuvent être utilisées dans

nts, en tant qu'aliments pour l'homme ou en tant qu'additifs pour 

l'alimentation animale, en outre, elles peuvent également être utilisées pour produire 

des peptides bioactifs, pour une application pharmaceutique (Tri

Cependant, la variété des protéines joue un rôle très important, dont la teneur 
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en protéines et la composition en acides aminés peut varier selon la saison, la 

température et l'endroit de la récolte, qui influe

l'exploitation à l'échelle industrielle constitue un autre obstacle, d'où les méthodes 

d'extraction des protéines sont encore appliquées à petite échelle 

2017). La technologie membranaire peut être également utilis

difficultés, selon Denis, 

appropriée et évolutive pour l'extraction

I.6.2. Polysaccharides

Les polysaccharides

sont considérés comme une matière de structure (paroi cellulaire) ainsi que 

de réserve énergétique (amidon par

la fixation du CO2

& Steyer, 2013). En plus, la teneur en glucides des microalgues peuvent être également 

améliorer par diverse stratégies de culture tant que cette dernière est influencée par les 

conditions de culture, telles que l'appauvrissement en azote, la variation de la 

température, le décalage du pH et le supplément de CO

Les propriétés de ces biomolécules comme la solubilité dans l'eau ainsi que leurs 

propriétés rhéologique rend de cette biomasse une source intéressante

glucides et même exploitable à l'échelle industrielle, source de carbone pour la 

bioénergie en particulier biocarburants (bioéthanol

(Figure I.6) et en tant que sources chimiques pour les biomatériau

(John, et al., 2011)

immunomodulatrices, anticancéreuses, anti

ont été mises en évidence 
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sont considérés comme une matière de structure (paroi cellulaire) ainsi que 

de réserve énergétique (amidon par exemple) de la cellule microalgale, qu'ils sont due à 

2 pendant le processus de la photosynthèse 
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propriétés rhéologique rend de cette biomasse une source intéressante
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bioénergie en particulier biocarburants (bioéthanol) en transformant le sucre en éthanol 

et en tant que sources chimiques pour les biomatériaux et les bioproduits 

, 2011). Leurs propriétés bioactives associées, des activités 

immunomodulatrices, anticancéreuses, anti-inflammatoires, antivirales ou antioxydantes 

ont été mises en évidence (Li, etal., 2008).  
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I.6.3. Lipides 

Les microalgues jouent un rôle majeur dans la production alternati

des biocarburants en raison de leur teneur élevée en lipides (5

les triglycérides. En plus qu'elles peuvent accumuler

en acides gras dans des conditions de culture appropriées,

15 à 300 fois plus d'huile que les plantes cultivées 

lipides dans la biomasse dépend fortement des conditions de culture qui est relative à 

leur utilisation par la suite. Prenant l'exemple de la 

gras saturés et monoinsaturés peuvent être accumul

mixotrophes, ce qu’est plus adaptable à la production de biodiesel

En revanche, son profil en acide gras, dans une culture à des conditions favorables, 

favorise leur utilisations nutritionnelle 

présents dans les organites cellulaires, des constituants de la paroi et participant

à diverses fonctions ainsi que 

Des informations sur la composition de la paroi microalgale, pour le choix approprie de 

la méthode d'extraction, sont nécessaires pour les utiliser efficacement en tant que 

bio-surfactant ou émulsifiant en agroalimentaire, du même que pour la bioénergie 

(Show & Lee, 2014). 

 

 

Figure I. 
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Figure I. 7 : Transestérification d'un triglycéride 
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I.6.4. Pigments 

Les microalgues contiennent une multitude de pigments associés à l’incidence de 

la lumière et ce qui les fait paraître colorés. Outre l'élément principal de la 

photosynthèse qui est la chlorophylle (0,5% à 1%), les caroténoïdes (0.1% to 0.2%)  

et les phycobiliprotéines retiennent les plus grands intérêts (Spolaore et al., 2006). 

Ce sont des composés qui possèdent d'implorantes activités biologiques dédiés  

à de nombreuses applications et présentent donc un grand intérêt commercial,  

en assurant des conditions de culture très contrôlées. Les phycobiliprotéines composés  

hydrosolubles et propres aux cyanobactéries, cryptophytes et rhodophytes, elles 

représentent 60% de leur teneur en protéines solubles (Lawrenz, et al., 2011). En se 

basant sur les propriétés colorantes et fluorescentes de ces complexes pigment-protéine, 

elles sont exploitées pour le diagnostic médical comme immunotraceurs, ainsi que dans 

l'industrie alimentaire comme colorant. Leurs production relative à la production des 

acides aminés essentiels, augmente leur potentiel d'utilisation en tant qu’aliments riches 

en protéines (Sahoo & Seckbach, 2015). Quant à les caroténoïdes, ils sont des 

molécules photosynthétiques plutôt oranges et jaunes, et présents généralement dans les 

algues vertes ils peuvent agir comme des photoprotecteurs en protégeant les molécules 

de chlorophylle contre la dégradation et le blanchiment lors d'une forte exposition aux 

radiations et à l'oxygène (les dommages photo-oxydants)(Carl et al., 2014).  

Ces pigments liposolubles, sont regroupés en carotènes (ne contenant aucun atome 

d'oxygène) et xanthophylles (Figure I.8 et I.9), qui sont couramment extraits dans des 

solvants organiques. La Dunaliella salina est connue d'être riche en β-carotène en 

produisant jusqu'à 10 à 14% de sa masse sèche. Les caroténoïdes jouent un rôle 

important dans plusieurs domaines. En raison de leur forte activité antioxydante,  

ils sont essentiels dans les traitements de la tumorigenèse, des troubles neuronaux  

et des maladies optiques; comme ils peuvent être utilisé en tant que complément 

vitaminé (provitamine A); ainsi que plusieurs utilisations dans l'industrie agro-

alimentaires et pharmaceutiques autant qu’additifs et agents colorants: le β-carotène, 

l’astaxanthine, la lutéine, la zéaxanthine, etc…, dont leur demande augmente suite aux 

prévisions de suppression des colorants de synthèse (Khan et al., 2018). 
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Figure I. 8: Structures chimiques des carotènes 
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Figure I. 9: Structures chimiques des xanthophylles 

Composés phénoliques 

Les microalgues ont acquis un intérêt considérable et croissant en tant 

à haute valeur ajoutée, riches en antioxydants, dotés de propriétés 

pharmacologiques significatives. Différents preuves scientifiques ont signalé la 

présence des composés phénoliques, dite métabolites secondaires dans les microalgues 

; Safafar et al., 2015; Bulut et al., 2019). La présence de ces 

groupement moléculaires, joue un rôle crucial en tant qu’agent de protection contre les 

produits chimiques dans les facteurs biotiques induits par le stress, tels que le règlement 

e pâturage, il est à noter aussi que ces biomolécules 

précurseurs importants pour la biosynthèse de composés phénoliques plus complexes
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tels que les lipides phénoliques

les métabolites plus actifs

phénoliques comprennent les alcaloïdes, les flavonoïdes, les phénolique

et les terpénoïdes qui présentent des propriétés 

groupement hydroxyles fortement réactifs 

d’hydrogène suivant la figure I.

pour la santé, ainsi qu'elle

applications telles que les aliments, l'analyse de la qualité de l'eau, les médicaments

(Sudhakar et al., 2019). 

Figure I. 
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Figure I. 10 : Piégeage d’un radical libre par les flavonoïdes
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II.1. INTRODUCTION 

Les antioxydants sont des molécules biologiques qui peuvent prévenir ou ralentir 

les dommages oxydatifs d'organismes ou de leurs composés biologiques par interaction 

avec les radicaux libres. Pour retarder les processus d'oxydation et de peroxydation dans 

les industries alimentaire et pharmaceutique, de nombreux antioxydants commerciaux 

de synthèse, tels que l'hydroxytoluène butylé (BHT), l'hydroxyanisole butylé (BHA), 

la tert-butylhydroquinone (TBHQ) et le propyl gallate (PG), ont été utilisés. Cependant, 

l'utilisation de ces antioxydants synthétiques doit être soumise à une réglementation 

stricte en raison de leurs risques potentiels pour la santé (C. Chen et al., 1992). 

Il existe dans le monde un intérêt croissant pour la recherche de nouveaux 

antioxydants sûrs et puissants à partir de sources naturelles. Par conséquent, un grand 

nombre d'espèces de microalgues existantes constitue un réservoir unique de 

biodiversité. Ceux-ci sont bien connus comme une excellente source de composés 

biologiquement actifs. Outre les protéines de haute qualité contenant des acides aminés 

essentiels, des fibres alimentaires, des acides gras essentiels, des minéraux, des 

vitamines et des pigments, notamment les chlorophylles et les caroténoïdes, les algues 

pourraient également constituer une bonne source de composés phénoliques (Maadane 

et al., 2015). En conséquence, l'utilisation d'algues ou de molécules extraites de celles-

ci, en tant qu'antioxydants, constitue une excellente perspective pour fournir des 

alternatives plus sûres dans différentes applications dans l'industrie pharmaceutique, 

alimentaire et autres industries relatives (Gupta & Abu-Ghannam, 2011; Olaizola, 2003; 

Spolaore, et al. 2006). 

L'extraction complète des composants actifs dépend fortement de la température 

et du temps d'extraction, de la nature des solvants utilisés et de la composition  

chimique de l'échantillon. Il est bien connu que les microalgues sont riches  

en composés antioxydants qui pourraient avoir différentes polarités. Par conséquent, 

l'activité antioxydante des microalgues est invariablement affectée par la polarité du 

solvant d'extraction (Ahmed et al.,2014a; López, et al.,2011; H.-B.Li et al.,2007; Goh, 

et al.,2010). 

Diverses études précédentes ont été menées pour évaluer la capacité antioxydante 

et estimer la teneur en composés phénoliques ainsi que des flavonoïdes de différentes 

espèces de microalgues. Néanmoins, cette étude est la première à évaluer le potentiel  
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II.2. MATERIELS ET METHODES 

II.2.1.Solvants et réactifs utilisés 

Le tableau II-1 regroupe les solvants et les réactifs utilisés au cours des 

expérimentations et analyses réalisées. 

Tableau II. 1 : Solvants et réactifs utilisés pour les expérimentations 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.2. Biomasse microalgale 

Les expérimentations de cette étude ont été portées sur des phytoplanctons 

naturels (poussant à l’air libre ou à l’état sauvage) collectés au barrage de Hammam 

Boughrara (Figure II.2), du bassin hydrographique de la Tafna d'une capacité totale de 

177 Hm3, situé au nord-ouest de la province de Tlemcen (Algérie) (Altitude: 34,88 N, 

Longitude: -1,67 E). Ce réservoir (mise en eau en 1999) est destiné à satisfaire les 

besoins en eau potable des villes d’Oran (33 Hm3) et de Maghnia (17 Hm3). Par ailleurs, 

cette région est caractérisée par un climat semi-aride, dont la température moyenne 

annuelle est de 18,5°C. 

Nom du produit CAS Fournisseur 

2,2-diphényle-1-picrylhydrazyle 

(DPPH) 
1898-66-4 Sigma-Aldrich 

β-carotène  7235-40-7 Sigma-Aldrich 

Acétone HPLC 67-64-1 Sigma-Aldrich 

Acide ascorbique 62624-30-0 Sigma-Aldrich 

Acide gallique  149-91-7 Sigma-Aldrich 

Acide linoléique 60-33-3 Sigma-Aldrich 

Acide trichloracétique (TCA) 76-03-9 Sigma-Aldrich 

Carbonate de sodium 497-19-8 Sigma-Aldrich 

Chloroforme (HPLC) 67-66-3 Scharlau 

Hydroxyde de sodium 1310-73-2 Merck 

Méthanol HPLC 67-56-1 Sigma Aldrich 

Tween-40 9005-66-7 Sigma-Aldrich 
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L'ensemble des phytoplanctons 

espèces comprenant : 49,04

4,43 % Diatomophycées

Euglena, Phacus, Trachelomonas

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II. 2 : Photographie de la situation de la Wilaya de Tlemcen et d
au Barrage de Hammam Boughrara (Google Maps)

 

Les microalgues prélevées 
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L’échantillon congelé de microalgue brutes 

dans le lyophilisateur (Christ Martin  

réduite à -51,4°C et la pression a encore été réduite à 0,011

été réalisée sous vide pendant 48h. 

extraction. 
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phytoplanctons collecté, représente un mélange de différentes 

: 49,04 % de Chlorophycée, 23,13 % de Cyanophycées

Diatomophycées de Euglenophycée qui sont représentés par quatre sortes

Euglena, Phacus, Trachelomonas et Strombomonas (Bouzid-Lagha & Djelita, 2012)

 

Photographie de la situation de la Wilaya de Tlemcen et de lieu de prélèvement 
au Barrage de Hammam Boughrara (Google Maps) 

Les microalgues prélevées (Fig.II.3) ont été rincées sur place avec de l'eau du 

barrage puis avec de l'eau distillée au niveau du laboratoire. Etant donné que la 

lyophilisation est considérée comme la technique la plus adoptée pour le séchage des 

microalgues sans affecter les composés cellulaires (Al hattab & Ghaly, 2015)

’échantillon congelé de microalgue brutes (environ 100 g) a été introduit directement 

dans le lyophilisateur (Christ Martin  ALPHA 1-2 LD plus) où la température a été 

51,4°C et la pression a encore été réduite à 0,011 mbar dont la lyophilisation a 

été réalisée sous vide pendant 48h. La biomasse sèche a été stockée à 
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(Al hattab & Ghaly, 2015). 
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masse sèche a été stockée à -20°C jusqu'à 
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Figure II. 3 : Photographie des microalgues poussant au barrage de Hammam Boughrara 
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Pour cette étude, deux méthodes différentes ont été réalisées (décoction 

et macération) pour extraire les composés actifs présents dans les microalgues, en 

utilisant cinq solvants de polarités différentes: eau, eau/méthano

eau/acétone (10:90 ;v/v) et le chloroforme. Pour l'extraction 

un gramme (1 g) de la biomasse 

organique à une température ambiante

pendant 24h.  

Pour la méthode 

lyophilisée a été mélangé 

l'obscurité pendant 3 heures. Tous les extraits ont été 

papier filtre Whatman (grade 1) et évaporés sous pression réduite dans un évaporateur 

rotatif (BOECO RVO 400 SD) 

centrifugés et le surnageant 
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Photographie des microalgues poussant au barrage de Hammam Boughrara 
(Bloom) et les microalgues lyophilisées. 

Extraction des composés bioactifs 

Pour cette étude, deux méthodes différentes ont été réalisées (décoction 

et macération) pour extraire les composés actifs présents dans les microalgues, en 

utilisant cinq solvants de polarités différentes: eau, eau/méthanol (20:80

v/v) et le chloroforme. Pour l'extraction 

biomasse lyophilisée a été macéré dans 60 mL

température ambiante (25°C), à l'obscurité et sous agitation magné

 de décoction, une quantité d'un gramme (1

a été mélangé avec 60 ml de chaque solvant et soumise sous

heures. Tous les extraits ont été ensuite filtrés 

papier filtre Whatman (grade 1) et évaporés sous pression réduite dans un évaporateur 

rotatif (BOECO RVO 400 SD) afin d'obtenir un résidu sec. Les extraits aqueux ont été 

centrifugés et le surnageant récupéré a été filtré et lyophilisé.  
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Photographie des microalgues poussant au barrage de Hammam Boughrara 

Pour cette étude, deux méthodes différentes ont été réalisées (décoction  

et macération) pour extraire les composés actifs présents dans les microalgues, en 

l (20:80 ;v/v), méthanol, 

v/v) et le chloroforme. Pour l'extraction par macération,  

L de chaque solvant 

sous agitation magnétique 

(1 g) de microalgue 

et soumise sous reflux dans 

filtrés en utilisant du 

papier filtre Whatman (grade 1) et évaporés sous pression réduite dans un évaporateur 

Les extraits aqueux ont été 
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Les extraits secs ont été stockés à -20°C, pour être récupéré en suite dans  

le méthanol pour une analyse ultérieure. 

II.2.3.1. Rendement & Indice de polarité 

Le rendement est défini comme étant le rapport entre la masse de l'extrait après 

évaporation du solvant et la masse de la matière sèche ayant servi pour l'extraction.  

Il est exprimé en pourcentage (%), et calculé selon la formule suivante :  

Rendement	(%) =
��

��
	x	100     (II.1) 

Où m1 est la masse de l'extrait évaporé et m2 est la masse de la matière sèche 

(microalgues lyophilisés). 

Les valeurs de l'indice de polarité (Pi) des mélange de solvants utilisés ont été 

calculées en utilisant l'équation (II.2) appropriée à un mélange de deux solvants 

(Hemwimon, Pavasant, & Shotipruk, 2007) : 

P� = Ø�P� + Ø�P�    (II.2) 

- Øaet Øb sont les fractions volumiques des solvants 1 et 2 respectivement. 

- Paet Pbsont les indices de polarité du solvant 1 et du solvant 2, respectivement. 

II.2.3.2.Détermination de la teneur en polyphénols 

La méthode de Folin–Ciocalteu (Singleton et al., 1999) a été utilisée pour estimer 

les phénols totaux dans différents extraits. Le principe de base de cette méthode est de 

en milieu alcalin, ce qui donne un produit de couleur bleu. 

Le dosage des polyphénols a été réalisé selon le protocole suivant : 

- 200 µL de l’extrait étudié est mélangé avec 1 mL du réactif de Folin-Ciacalteu  

(1 N)  ;  

- Ajouter 0,8 mL de la solution de carbonate de sodium à 7,5 % fraîchement préparée  

au mélange ;  

- Agitation des tubes à l’aide d’un vortex ; 

- Incubation  pendant 30 minutes à température ambiante ; 

- L'absorbance est mesurée à 765 nm contre un blanc à l’aide d’un spectrophotomètre  

UV-visible, type Nicolet Evolution 100 (Thermoelectron).  
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Une gamme d’étalon est réalisée en parallèle dans les mêmes conditions 

opératoires en utilisant l’acide gallique comme étalon. 

La concentration des polyphénols totaux dans les extraits est exprimée en 

milligramme équivalent acide gallique par gramme d’extrait sec (mg EAG/g ES). 

II.2.3.3. Détermination de la teneur en flavonoïdes 

La quantité de flavonoïdes présente dans les extraits a été déterminée selon la 

méthode colorimétrique au trichlorure d'aluminium (AlCl3) et la soude (NaOH). Le 

trichlorure d'aluminium forme un complexe jaune avec les flavonoïdes et la soude 

forme un complexe de couleur rose qui absorbe dans le visible à 510nm (Ardestani & 

Yazdanparast, 2007). 

Le dosage de flavonoïde a été réalisé selon le protocole suivant: 

- 500 μL de chaque extrait est mélangé avec 2 ml d’eau distillée ; 

- Ajoutez 150 μL d’une solution de nitrite de sodium (NaNO2) à 15 % ; 

- 1ére incubation pendant 6 minutes à température ambiante ; 

- Ajouter 150 μL de chlorure d’aluminium (AlCl3, 6H2O) à 10 % ; 

- 2éme incubation pendant 6 minutes à température ambiante ; 

- Ajoutez 2 mL d’hydroxyde de sodium (NaOH) à 4 % ; 

- Le volume total est complété à 5 mL avec de l’eau distillée ; 

- Agitez et incuber les tubes pendant 15 minutes à température ambiante ; 

- Mesurez l’absorbance à 510 nm contre un blanc au spectrophotomètre UV-Visible. 

Une gamme étalon a été réalisée dans les mêmes conditions opératoires en 

utilisant la catéchine à différentes concentrations. 

Les résultats obtenus sont exprimés en milligramme équivalent de catéchine par 

gramme d’extrait sec (mg ECA/g ES). 

II.2.3.4. Détermination de la teneur en pigments 

l'estimation de la teneurs en pigments dans les extraits a été effectuée par la 

dissolution de l'extrait sec dans le mélange de solvant méthanol/eau (80:10 ; v/v) afin de 

pouvoir utiliser les équations de Lichtenthaler & Claus, (2001). L’absorbance de la 

solution a été ensuite mesurée à 470, 652,4 et 665,2 nm pour la quantification de la 
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chlorophylle a (Chl a), chlorophylle b (Chl b) et les caroténoïdes selon les équations 

suivantes : 

Chla	(μg/mL) 	=

Chlb	(μg/mL) = 36

Caroténoïdes(μg/

 

II.2.4. Évaluation des activités antioxydantes

II.2.4.1. Piégeage du radical libre DPPH

L'activité d'élimination des radicaux libres des extraits de micr

déterminée en utilisant le radical 

réduit à la forme d’hydrazine (non radical) en acceptant un atome d’hydrogène, 

méthode de Sanchez-Moreno et al 

simple, rapide et pratique, indépendante de la polarité de l’échantillon, pour le criblage 

de nombreux échantillons à la recherche d’une activité de balayage radicalair

(Marxen et al., 2007). 

          DPPH• (Violet)

Figure II. 

 

        Composés bioactifs & Pouvoir antioxydant des microalgues
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des activités antioxydantes 

Piégeage du radical libre DPPH 

L'activité d'élimination des radicaux libres des extraits de micr

déterminée en utilisant le radical 2,2-diphenyl-1-picrylhydrazil (DPPH

réduit à la forme d’hydrazine (non radical) en acceptant un atome d’hydrogène, 

Moreno et al (Larrauri & Saura-calixto, 1998).

simple, rapide et pratique, indépendante de la polarité de l’échantillon, pour le criblage 

de nombreux échantillons à la recherche d’une activité de balayage radicalair

(Violet)                     DPPHH (Jaune)
 

Figure II. 4: Mécanisme réactionnelle de la méthode de DPPH
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chlorophylle a (Chl a), chlorophylle b (Chl b) et les caroténoïdes selon les équations 
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Mécanisme réactionnelle de la méthode de DPPH 
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Un volume de 50 µL de chaque extrait à différentes concentrations est ajouté à 

1,950 mL de la solution méthanolique de DPPH• fraîchement préparée (0,025 mg mL). 

Le mélange a été vortexé et maintenu pendant 30 minutes à l'obscurité. La diminution 

de l'absorbance de la solution, due à l'activité donneuse de proton par composant (s),  

a été mesurée à 517 nm dans un spectrophotomètre UV-visible. Les mesures ont été 

effectuées en triplicat pour chaque concentration. L'activité antioxydante de l'extrait a 

été exprimée en IC50 (concentration d'inhibition à 50 %). Cette valeur a été définie 

comme la concentration en mg de matière sèche par mL (mg/ mL). L'acide ascorbique 

(Vitamine C) est utilisé comme référence  (un antioxydant puissant), et son IC50 a été 

utilisée pour comparer l’activité de balayage radicalaire des différents extraits. 

Le pourcentage de réduction du DPPH (DPPH %) est calculé par la formule 

suivante : 

���� •(%) 	= 	
	(�� 	�����)	–	(�� 	é��)		

(�� 	�����)	
  X 100   (II.6) 

DPPH• (%) : Pourcentage de réduction du DPPH. 

DO contr : Densité optique du tube contrôle négatif. 

DO éch : Densité optique de l’échantillon. 

La valeur IC50 est la concentration d’extrait qui assure la réduction de 50 % du 

DPPH, déterminée graphiquement par la régression linéaire, pour chaque extrait à 

partir de la courbe du pourcentage de réduction en fonction de la concentration. La 

stabilité et la linéarité de la solution de DPPH doivent être évaluées avant de 

commencer le test antioxydant et le résultat est présenté graphiquement. Cinq solutions 

de DPPH (20, 40, 60, 80, 100 µg/mL) ont été préparées, puis l'absorbance des 

échantillons a été mesurée à 30, 60 et 120 min à 517 nm dans l'obscurité, avec du 

méthanol à blanc avec le spectrophotomètre UV-Visible. 

II.2.4.2. Test du blanchiment du β-carotène 

Le blanchiment du -carotène dans ce test (BCB) est du à la sensibilité de ses 

doubles liaisons aux radicaux libres dérivés d'hydroperoxydes générés par l'oxydation 

de l'acide linoléique dans un système d'émulsion aqueuse. Cependant, La présence des 
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antioxydants dans les extraits pourrait neutraliser les radicaux libres dérivés de l'acide 

linoléiques et donc prévenir l'oxydation et le blanchiment du -carotène (Kadri et al., 

2011). 

L'évaluation de l'activité antioxydante des différents extraits par la méthode de 

blanchiment du -carotène (Bourkhiss et al., 2010), a été effectué avec une légère 

modification. En bref, dans une fiole et dans un volume de 1 ml de chloroforme,  

2 mg de β-carotène, 20 mg d'acide linoléique et 200 mg de Tween 40 ont été dissous.  

Le solvant a été éliminé en utilisant un appareil d'évaporation sous vide. À ce moment, 

50 ml d'eau distillée oxygénée (eau distillée saturée en oxygène par agitation pendant 30 

min) ont été ajoutés au ballon sous agitation vigoureuse pour obtenir une émulsion 

aqueuse, ce mélange est utilisé comme solution mère. Dans un tube à essai, un volume 

de 60 µL de chaque extrait à différente concentration a été mélangé à 1 mL de la 

solution mère. Après cela, les tubes bien fermés ont été placés dans une étuve à une 

température fixe de 50 °C pendant  120 min. Ensuite l'absorbance de chaque extrait a 

été mesurée à 470 nm. Pour le control positif, l’échantillon est remplacé par le BHA. Le 

control négatif est constitué par 200 µl de méthanol au lieu de l’extrait où de 

l’antioxydant de synthèse. Tous les échantillons sont répétés en trois essais. 

Le pourcentage d'activité antioxydante a été calculé à partir de l'équation suivante: 

��ℎ��	�����	 = 	
� 	�������	(��� ) �� 	�������	(���	)

� 	�������	(� ) � 	� 	�������	(���)
	x	100  (II.7) 

A extrait (120) : Absorbance de l’extrait à 120 min 

A control (0) : Absorbance du control à 0 min 

A control (120) : Absorbance du control à 120 min 

La valeur IC50 est définie comme la concentration des antioxydants correspondant 

à 50 % d’inhibition. Elle est calculée en traçant la courbe des pourcentages d’inhibition 

en fonction des concentrations de l’extrait. 

II.2.4.3. Réduction de fer FRAP (Ferric ion Reducing Antioxidant Power) 

Le pouvoir réducteur d'extraits de microalgues a été mesuré selon la méthode 

d'Oyaizu (1986).On a mélangé 1 mL d'extraits à différentes dilutions avec 2,5 mL  
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de tampon phosphate (0,2 M; pH 6,6) et 2,5 ml de K3Fe(CN)6 (1% m/v), après une 

incubation de 20 min à 50°C, on a ajouté 2,5 ml d'acide trichloroacétique (10% m/v). 

Après centrifugation pendant 10 min à 2000 tr/min, 2,5 mL de surnageant ont été 

ajoutés aux tubes contenant 2,5 mL d'eau distillée et 0,5 mL de FeCl3, 6H2O (1% m/v). 

L'absorbance de la solution résultante a été mesurée à 700 nm en utilisant de l'eau à 

blanc. Le butylhydroxyanisole (BHA) a été utilisé comme standard car il possède de 

bonnes propriétés réductrices. Une absorbance accrue du mélange réactionnel indique 

un pouvoir réducteur accru. 

II.2.5. Analyse par HPLC des polyphénols 

L'analyse des polyphénols dans l'extrait méthanolique de microalgue pour une 

identification a été effectué en injectant une volume de 20µL d'échantillon filtré (filtre 

seringue 0,45µm) dans un système HPLC équipé d'un détecteur UV (HEWLETT 

PACKARED 1100 HP) et d'une colonne à phase inversée (RESTEK Pinnacle II C18,  

5 µm), d’une longueur de 15 cm et d’un diamètre intérieur de 4,6 mm, utilisant un 

débit de 1 ml/min, et une phase mobile : MeOH/H2O acidifiée à 0,1% (Solvant A)  

et acétonitrile (ACN) (Solvant B), à une température de 25°C et détection à 254 nm. 

L'élution a été utilisé dans le gradient suivant, 90% de solvant A et 10% de 

solvant B pendant 10 min, puis augmentation du solvant B à 30%, aprés 5 min, 

augmentation du solvant B à 40% pendant 10 min, puis 50% durant 15min, pour finir à 

100% de solvant B pendant 10min. 

II.2.6. Analyse statistique 

Les données expérimentales du dosage et l’évaluation de l'activité antioxydante 

obtenues ont été exprimés par une moyenne et plus ou moins l’écart type. Le coefficient 

de corrélation des propriétés antioxydantes a été déterminé en utilisant les logiciels 

OriginPro 9 et l’Excel 2007. 

  



Chapitre II          Composés bioactifs & Pouvoir antioxydant des microalgues 

31 

II.3. RESULTATS ET DISCUSSION 

L'emplacement des composés phénoliques ainsi que les pigments dans les microalgues, 

renfermés dans la paroi cellulaire, nécessite une procédure capable de décomposer cette paroi 

afin d'extraire les composés bioactifs avec un risque minimal de dommage. Pour cela une 

extraction par solvant, qui a la capacité de pénètre la paroi cellulaire, avec une polarité 

correspondante à la molécule cible est indispensable. 

II.3.1. Rendement & Indice de polarité 

Les rendements d'extraction relatifs aux différents extraits de microalgues exprimés  

en % g/g de matière sèche ainsi que l'indice de polarité des solvants utilisés sont présentés dans 

le tableau ci-dessous (II.3): 

Tableau II.2: Indice de polarité des solvants et rendement des extraits 

Solvant  
Indice de polarité 

(Pi)a 

Rendement  

(% g/g MS ) 

  Macération Décoction 

Chloroforme 4,1 2,01 2,84 

Méthanol 5,1 10,42 9,26 

Acétone 90% 5,59 7,59 8,8 

Méthanol 80%  6,08 9,39 10,61 

Eau 10 20,74 29,74 

 

Nous constatons d'après les résultats d'extraction de la biomasse microalgale obtenus 

que le rendement le plus élevé a été enregistré pour l'extrait aqueux des deux méthodes 

d'extraction (20,74 et 29,74 % g/g MS, macération et décoction respectivement), tandis que 

les plus faibles valeurs ont été notées pour l'extrait chloroformique de l'ordre de 2,01  

et 2,84 % g/g MS (macération et décoction, respectivement). Il convient de noter aussi une 

légère augmentation de rendement d'extraction de décoction par rapport à celle de 

macération. Cependant, nous constatons également une augmentation dans les extraits par 

l'augmentation de la polarité des solvants utilisés, qui pourrait s'expliquer par la présence de 

certains composés polaires (composants hydrosolubles) tels que les glucides solubles, 

protéines et peptides, c’est peut-être aussi la raison pour laquelle l’extrait aqueux obtenu 

était très visqueux en raison de la forte teneur en alginate dans les microalgues (Wang et al., 

2009).  



Chapitre II          Composés bioactifs & Pouvoir antioxydant des microalgues 

32 

II.3.2. Teneur en polyphénols et en flavonoïdes totaux 

Les analyses quantitatives des phénols totaux et des flavonoïdes sont déterminées 

à partir des équations de la régression linéaire de chaque courbe d’étalonnage exprimées 

successivement en mg équivalent d’acide gallique et mg équivalent de catéchine  

par g d'extrait respectivement (Figure II.5 et II.6). 

 

Figure II.1: Courbe d’étalonnage  
utilisant de l’acide gallique 

Figure II.2: Courbe d’étalonnage 
utilisant de la catéchine 

Les résultats du dosage des polyphénols et des flavonoïdes dans les extraits 

obtenus par macération et décoction de la biomasse microalgale, sont indiqués dans  

le tableau II.3. 

Tableau II. 3: Teneur en polyphénols et en flavonoïdes dans les extraits de microalgues 
obtenus par macération et décoction 

Extrait 
Polyphénols 

(mg GAE / g ES) 

Flavonoïdes 

(mg ECA / g ES) 

 Macération Décoction Macération Décoction 

Chloroforme 52,05±0,9 74,79±0,8 25,5 ±1 45,17±1.8 

Méthanol 58,45±7,6 43,63±3,4 27,24±0,7 15,86±1,4 

Acétone 90% 20,04±1,8 30,99±1,1 18,83±0.03 14,48±0.3 

Méthanol 80% 46,32±2,3 49,35±5,4 26,90±0.2 20,00±0.8 

Eau 42,94±1,3 49,21±0,3 7,93±1,3 8,28±0,3 

Moyenne ± écart type de trois mesures expérimentales.  
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La concentration des composés phénoliques dans les extraits de microalgues a été 

déterminée par spectrophotométrie après deux processus d'extraction. Les résultats 

obtenus (Tableau II.3) ont révélé une variation de la quantité de composés phénoliques 

totaux allant de 20,04 ± 1,8 à 74,79 ± 0,8 mg EAG/g ES. La quantité la plus élevée a été 

trouvée dans l'extrait chloroformique utilisant la méthode de décoction 

(74,79 ± 0,8 mg GAE/ g ES), tandis que la quantité la plus faible a été observée pour 

l'extrait hydroacétonique en utilisant la méthode de macération 

(20,04 ± 1,8 mg GAE / g ES). Des résultats de l'extrait chloroformique de Rhizoclonium 

hieroglyphicum ont aussi montré une teneur élevée des polyphénols par rapport à 

l'extrait méthanolique (Tapan et al., 2015). 

Une bonne quantité de composés phénoliques obtenue par les deux méthodes 

d'extraction, ont également été déterminées dans l'extrait méthanolique  

et hydrométhanolique ainsi que l'extrait aqueux, suivie par l'extrait hydroacétonique 

avec une quantité modérée qui a été notée. Selon les résultats obtenus par Maadane et 

al.,(2015), les teneurs en polyphénols des microalgues étudiées varient de 8.1 ± 0.16 à 

32.0 ± 0.57 mg GAE/ g ES, des résultats moyennement comparable à ceux obtenu dans 

le présent travail, contrairement aux résultats  trouvés dans le travail de Safafar et al., 

(2015), où il a rapporté que Desmodesmus sp. présente (7.72 ± 0.08 mg GAE/ g) la 

teneur en composés phénoliques la plus élevée parmi les extraits de 7 différentes 

souches de microalgues. 

En ce qui concerne les flavonoïdes, la teneur la plus élevée est observée dans 

l'extrait chloroformique après extraction par décoction, qui révèle une teneur égale à 

45,17 ± 0,8 mg ECA / g ES, suivie par des teneurs importantes notées dans les extraits 

méthanolique (extrait de macération) ainsi que les extraits hydrométhanoliques allant 

de 15,86 à 27,24 mg ECA / g ES. Dont il est bien connu que pour l'extraction des 

polyphénols et les flavonoïdes plus particulièrement, le méthanol ou le mélange 

méthanol/eau est le solvant le plus largement utilisé. En outre, les teneurs en 

flavonoides dans la H.elongata et la E.spirulina obtenues semblent être similaire aux 

taux des résultats obtenus (Cox et al., 2010), alors que ces derniers, sont 

significativement plus importantes que celles obtenus par des travaux antérieurs  

(Uma et al., 2011, Safafar et al., 2015, Bulut et al., 2019).  
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Pour la totalité des extraits, une légère augmentation de la teneur en composés 

phénoliques a été notée en utilisant la méthode de décoction, quant à la teneur en 

flavonoïdes, on a observé l'inverse, mise à part l'extrait chloroformique, dont environ 

20 mg supplémentaires, non seulement des composés phénoliques mais aussi des 

flavonoïdes, ont été récupérés par la méthode de décoction. 

Les résultats obtenus ont montré une grande capacité d'extraction des polyphénols 

et des flavonoïdes de cette biomasse par les solvants avec une polarité modérée, ce qui 

peut être expliquée par la nature moyennement polaire des composés phénoliques 

présents dans ces microalgues. La teneur estimée dans l'extrait aqueux peut être due à la 

présence des polyphénols polaires, aussi la présence des complexes hydrosolubles 

polyphénols-protéine et/ou polyphénols-polysaccharides peut être également une raison 

simultanée (Hwang & Thi, 2014). 

II.3.3. Teneur en pigments 

Le tableau II.4 résume les résultats des teneurs en pigments exprimées en µg/g ES 

des différents extraits de microalgues obtenus par macération et décoction. 

Tableau II. 4:Teneur en pigments dans les extraits de microalgues obtenus  
par macération et décoction 

Extrait 
Chlorophylle a 

(µg/g ES) 

Chlorophylle b 

(µg/g ES) 

Caroténoïdes 

(µg/g ES) 

 
Macération Décoction Macération Décoction Macération Décoction 

Chloroforme 16,8 ±0,09 17,32 ±0,2 3,68 ±0,1 1.28 ±0,04 5,67 ±0,03 7,44 ±0,04 

Méthanol  22,04±0,6 3,34 ±0,3 7,71 ±0,6 7,31 ±0,2 4,56 ±0,6 1,28±0,3 

Acétone 90% 10,09±0,03 12,87 ±0,4 0,06 ±0,03 2,95 ±0,4 3,98 ±0,03 3,07 ±0,6 

Méthanol 80% 2,97 ±0,9 6,79 ±0,07 4,36 ±0,4 4,90 ±0,07 0,65 ±0,9 1,2 ±0,08 

Moyenne ± écart type de trois mesures expérimentales. 

 

Les résultats montrent que la teneur en chlorophylle a, varie de 

22,04 ± 0,6 µg / g ES pour l'extrait méthanolique à 2,97 ± 0,9 µg / g ES correspondante 

à l'extrait hydrométhanoliques, dont l'extrait chloroformique révèle aussi une 

concentration importante qui égale à 16,8 et 17,32 µg / g ES (macération et décoction 

respectivement). Quant à la chlorophylle b, des teneurs appréciables (7,71 ± 0,6  
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et 7,31 ± 0,2 µg / g ES) ont été trouvées ainsi dans l'extrait méthanolique des deux 

méthodes d'extraction, suivie par l'extrait chloroformique, par ailleurs, nous remarquons 

une teneur relativement faible en chlorophylle b dans l'extrait hydroacétonique de 

macération qui égale à 0,06 ± 0.03 µg / g ES. 

En ce qui concerne la teneur en caroténoïdes, l'extrait chloroformique possède la 

teneur la plus élevée avec un taux de 7,44 ±0.04 µg / g ES relative à la méthode de 

décoction suivie par celle obtenu par macération 5,67 ±0.03 µg / g ES, l'extrait 

méthanolique et hydroacétonique aussi révèlent des taux importantes en caroténoïdes de 

3,07 ±0,6 à 4,56 ±0,6 µg / g ES, qui se situent dans la plage indiquée précédemment 

(Goiris et al., 2012, Ahmed et al., 2014b, Safafar et al., 2015, Bulut et al.,2019). Dont il 

a été démontré que la teneur en caroténoïdes est dépendante de l'espèce microalgale, 

outre qu'elle est influencée par les condition de cultures, telles que la composition du 

milieu de culture et l'intensité de la lumière en entrainant une bonne accumulation 

(Goiris et al., 2012).  

Par rapport à l'extrait aqueux, aucun taux de pigments n’a été détectable, ce qui est 

due à la nature lipophile de ces molécules, dont leur solubilité dépend principalement de 

la polarité du solvant utilisé.  
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II.3.3. Evaluation de l'activité antioxydante 

Dans la présente étude, la capacité antioxydante des différents extraits a été 

effectuée simultanément par les tests DPPH, BCB et FRAP, pour bien évaluer la 

capacité des composés à réagir au stress oxydatif, où la signification et la pertinence des 

antioxydants naturels, qui sont souvent multifonctionnels, dépendent fortement du test 

appliqué (Oquet et al., 2008). 

II.3.3.1 Evaluation du pouvoir antiradicalaire par le test de DPPH• 

L'activité antioxydante des extraits a été évaluée par la détermination du 

pourcentage d'inhibition du radical libre DPPH•. La stabilité et la linéarité de la solution 

de DPPH• ont été évaluées avant le début du test, dont aucune différence significative 

n'a été observée dans l'absorbance entre 0 et 120 minutes pour les concentrations testées 

dans l'obscurité (résultats non présentés), avec une très bonne linéarité obtenue de 

l'absorbance par rapport à différentes concentrations de DPPH• (Figure II.7). 

Une droite d’étalonnage a été rétablie avec des solutions d’acide ascorbique à 

différentes concentrations présentée dans la figure II.8. 

 

Figure II.3: Courbe d’étalonnage du radical 
DPPH à différentes concentrations 

Figure II.4: Courbe de pourcentage 
d’inhibition de l'acide ascorbique 

Les courbes illustrées dans la figure (II.9) présentent les résultats exprimés par le 

pourcentage d'inhibition du radicale DPPH• en fonction des concentrations croissantes 

de chaque extrait obtenus par macération et décoction. 
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Figure II.5:Pourcentage d'inhibition du radicale DPPH en fonction des differents 
concentration utilisées des extraits Chloroformique (A), méthanolique (B), Hydroacétonique (C) 

Hydrométhanolique(D) & Aqueux (E). « : Macération et : Décoction »  
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Les résultats obtenus sont également comparable à ceux trouvés dans 1mg d'extrait 

hydroéthanolique ainsi que dans l'extrait d'acétate d'éthyle de Scenedesmus sp  

(25,65 ± 2,58% et 52,02 ± 2,61% respectivement) (Bulut et al., 2019); aussi, l'extrait 

éthanolique et méthanolique de N. gaditana révèlent des valeurs d'IC50 qui égales à 

1,16±0,06mg/ml et 2,02±0,04 respectivement (Kherraf et al., 2017). Les algues d'Ulva 

prolifera présentent aussi des taux d'IC50 dans le même intervalle des résultats obtenus dans 

le présent travail (Farasat et al., 2014), contrairement aux études réalisées à propos des 

algues rouges, brune et vertes qui rapportent des taux d'IC50 proches et même mieux par 

rapport aux taux obtenus par un antioxydant de référence (Cox et al., 2010). Tandis que, les 

espèces microalgales étudiées par Safafar et al., (2015) ainsi que Maadane et al., (2015) 

présentent des extraits aussi riches en composés ayant les propriétés de piégeage des 

radicaux libres, ce qui peut être dû à l’existence des groupes hydroxyles. 

II.3.3.2 Corrélation entre les composés bioactifs et le pouvoir antiradicalaire par  

le test de DPPH• 

Dans le but de vérifier la relation entre le pouvoir antiradicalaire des extraits de 

microalgues et leur teneur en polyphénols, flavonoïdes et en caroténoïdes, le facteur de 

corrélation (r) entre le taux de ces biomolécules et les valeurs du pouvoir antiradicalaire 

appropriées a été déterminé dans le tableau II.5. 

 

Tableau II. 5: Corrélation entre l'activité antiradicalaire et la teneur en polyphénols, 
flavonoïdes et les caroténoïdes 

Extrait DPPH 

 
Macération Décoction 

Polyphénols 0,868 0,504 

Flavonoïdes 0,141 0,469 

Caroténoïdes 0,303 0,258 

 

Les résultats obtenus montrent une corrélation importante pour la majorité des 

extraits qui égale à 0,868 entre l'activité antiradicalaire et les polyphénols utilisant la 

méthode de macération. Tandis qu’une corrélation moyenne de 0,504 et 0,469 ont été 

observées entre l'activité et les teneurs en polyphénols et flavonoïdes accordé par décoction 

respectivement, en ce qui concerne les pigments, une faible corrélation a été constatée. 
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Contrairement à quelques travaux antérieurs qui ont trouvé des corrélation non 

significatives entre l'activité antioxydante et les composés phénolique et/ou les caroténoïdes 

(Shetty & Sibi, 2015;Maadane et al., 2015;Goiris et al., 2012); nos résultats concordent 

avec ceux d'études précédentes (Farasat et al., 2014;Bulut et al., 2019) suggérant que les 

composés phénoliques, qui dépendent fortement de la polarité du solvant utilisé, sont les 

principaux constituants en tant que piégeur des radicaux dans les microalgues, y compris la 

possibilité de contenir des dérivés de vitamines, d'acides organiques et de complexes 

métalliques qui peuvent aussi être détecté par le réactif du Folin (Everette et al., 2010). 

 

II.3.3.4. Evaluation du pouvoir antiradicalaire par le test de blanchiment du β-

carotène 

Pour le test de BCB, les résultats obtenus ont été présentés dans la figure (II.7) par 

le pourcentage d'inhibition en fonction des concentrations croissantes de chaque extrait, 

dont il ressort que tous les extraits inhibent le blanchiment du β-carotène à différents 

valeurs par le piégeage du radical libre.  
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Figure II.7:Pourcentage d'inhibition du blanchiment du β-carotène en fonction des différentes 
concentrations utilisées de BHA et des extraits Chloroformique (A), Méthanolique (B), 

Hydroacétonique (C) Hydrométhanolique(D) & Aqueux (E). 
 «  : Macération et : Décoction »   
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La figure (II.8) présente la concentration 

β-carotène par les différents extraits (

Selon les résultats obtenus, l'extrait chloroformique

d'extraction présente l'activité antioxydante la plus élevée avec une 

1,58 ± 0,3 et 1,27 ± 0,4 mg E

hydroacétonique puis l'hydrométhanolique, dont elles sont comparables à celle obtenue 

dans les algues Padina antillarum

par Chew et al., (2008)

révèlent des concentrations si importante en comparant à celle d'un antioxydant 

référence.  

En ce qui concerne l'extrait aqueux, il a révélé l

antiradicalaire avec une

macération et de décoction, respectivement). Il convient de noter que la capacité 

antioxydante de nos extraits a été augmentée en diminuant la polarité du solvant utilisé 

pour le processus d'extraction. Cela peut suggérer 

phénoliques, d'autres biomolécules de nature peu et/ou moyennement polaire tels que

les chlorophylles, les caroténoïdes et les 

phosphatidylcholine (Cox et al., 2010)
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) présente la concentration inhibitrice de 50%

carotène par les différents extraits (IC50, mg ES mL-1). 

Selon les résultats obtenus, l'extrait chloroformique des 

l'activité antioxydante la plus élevée avec une 

1,58 ± 0,3 et 1,27 ± 0,4 mg ES mL-1 respectivement, suivie par l'extrait 

cétonique puis l'hydrométhanolique, dont elles sont comparables à celle obtenue 

Padina antillarum, Caulerpa racemosa et Kappaphycus alvarezzi

2008). L'étude de Santos et al.,(2019) sur les algues marine aussi 

révèlent des concentrations si importante en comparant à celle d'un antioxydant 

n ce qui concerne l'extrait aqueux, il a révélé le plus faible 

antiradicalaire avec une IC50 égale à 55 ± 0,6 et 30 ± 0,7 mg ES 

macération et de décoction, respectivement). Il convient de noter que la capacité 

oxydante de nos extraits a été augmentée en diminuant la polarité du solvant utilisé 

pour le processus d'extraction. Cela peut suggérer une coexistence en plus des composés 

phénoliques, d'autres biomolécules de nature peu et/ou moyennement polaire tels que

les chlorophylles, les caroténoïdes et les phospholipides 

(Cox et al., 2010). 

Pourcentage d'inhibition BCB (IC50, mg ES mL-1) dans différents extraits de 
macération et de décoction. Moyenne ± écart type de trois mesures expérimentales
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de 50% de l'oxydation du  

des deux méthodes 

l'activité antioxydante la plus élevée avec une valeur d'IC50 de  

extrait méthanolique, 

cétonique puis l'hydrométhanolique, dont elles sont comparables à celle obtenue 

Kappaphycus alvarezzi étudié 

sur les algues marine aussi 

révèlent des concentrations si importante en comparant à celle d'un antioxydant de 

plus faible pouvoir 

 mL-1 (méthodes de 

macération et de décoction, respectivement). Il convient de noter que la capacité 

oxydante de nos extraits a été augmentée en diminuant la polarité du solvant utilisé 

une coexistence en plus des composés 

phénoliques, d'autres biomolécules de nature peu et/ou moyennement polaire tels que 

s en particulier le 

 

1) dans différents extraits de 
res expérimentales 
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II.3.3.5. Corrélation entre les composés bioactifs et le pouvoir antiradicalaire par 

le test de blanchiment du β-carotène 

L'évaluation de corrélation (r) entre le pouvoir antiradicalaire par la méthode de 

BCB et le contenu total en composés phénoliques, flavonoïdes et caroténoïdes des 

microalgues extrait dans différents solvants, est présentée dans le tableau (II.6). 

Tableau II. 6: Corrélation entre l'inhibition du test de blanchiment du β-carotène et la teneur 
en polyphénols, flavonoïdes et les caroténoïdes 

Extrait BCB 

 
Macération Décoction 

Polyphénols 0,587 0,723 

Flavonoïdes 0,69 0,952 

Caroténoïdes 0,636 0,929 

 

Une forte corrélation positive et significative qui égale à 0,952 a été obtenu entre 

la teneur en flavonoïdes obtenu par décoction et le pouvoir antiradicalaire; aussi, les 

résultats indiquent une forte corrélation avec les pigments obtenus par décoction 

(0,929). Alors que, concernant les teneurs en polyphénols (décoction et macération), 

leurs facteurs de corrélation montrent qu’il ya une bonne  contribution des polyphénols 

dans l'inhibition de l'autoxydation du β-carotène. Cependant, il existe toujours des 

divergences, selon des travaux antérieurs, concernant la contribution des composés 

phénoliques et les caroténoïdes à l'activité antiradicalaire, et cela est du à la méthode de 

détection des antioxydants présent dans l'extrait. Si le test de BCB nous indique 

beaucoup plus sur les composé lipophile (Chew et al., 2008), ceci peut être confirmé par 

la forte corrélation en pigments ainsi que par la présence d'autres composés lipophiles 

tels que les lipides. 

II.3.3.6. Pouvoir antioxydant réducteur ferrique (FRAP) 

La figure II.10 montre les résultats de l'activité réductrice de chaque extrait de 

microalgue obtenus par macération et décoction. Selon les résultats obtenus, 

l’augmentation de la réduction du fer est proportionnelle aux concentrations utilisées de 

nos extraits, qui signifient la contribution des antioxydants donneurs des électrons, 

présents dans les différents extraits   
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. 

 

 

Figure II.9:Pouvoir réducteur des différentes concentrations de BHA et des extraits 
Chloroformique (A), Méthanolique (B), Hydroacétonique (C) Hydrométhanolique(D)  

& Aqueux (E). « : Macération et  : Décoction »    
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Les EC50 déterminées graphiquement de chaque extr

présentées dans la figure

méthode de macération (1,7 ± 0,6 mg E

réduction, suivie par l'extrait hydrométhanolique 

obtenu par la méthode de macération et décoction, respectivement) et 

(2,78 ± 0,6 mg ES mL-

plus faible a été présentée par l’extrait chloroform

d’ES mL-1) suivi par l’extrait aqueux (9,44 ± 0,6 et 9,78 ± 0,44 mg E

et décoction). En revanche des extraits aqueux des algues brunes de 

révèle une forte activité de réduction 

polaire de Scenedesmus s

(méthanolique) aussi révèle un pouvoir réducteur i

qui indique la présence des antioxydants capables de transférer un électron pour la 

réduction du Fe3+ à Fe2+ 
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déterminées graphiquement de chaque extrait de microalgue 

la figure (II.14). Il est bien évident que l'extrait méthanolique utilisant 

méthode de macération (1,7 ± 0,6 mg ES mL-1) présente la plus forte capacité de 

par l'extrait hydrométhanolique (2,76 ± 0,9 et 3,13 ± 0,08 mg

la méthode de macération et décoction, respectivement) et 

-1). Contrairement au teste de BCB, la capacité de réduction la 

plus faible a été présentée par l’extrait chloroformique (20,3 ± 0,3 et 14,5 ± 0,4 mg 

) suivi par l’extrait aqueux (9,44 ± 0,6 et 9,78 ± 0,44 mg E

. En revanche des extraits aqueux des algues brunes de 

révèle une forte activité de réduction (Santos et al., 2019). L’extrait moyennement 

Scenedesmus sp. (hydroéthanolique), ainsi que celui de

(méthanolique) aussi révèle un pouvoir réducteur important similaire à nos résultats, 

qui indique la présence des antioxydants capables de transférer un électron pour la 

 (Bulut et al., 2019; Safafar et al., 2015). 
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ait de microalgue sont 

l'extrait méthanolique utilisant la 

la plus forte capacité de 

0,9 et 3,13 ± 0,08 mg ES mL-1 

la méthode de macération et décoction, respectivement) et hydroacétonique 

BCB, la capacité de réduction la 

(20,3 ± 0,3 et 14,5 ± 0,4 mg  

) suivi par l’extrait aqueux (9,44 ± 0,6 et 9,78 ± 0,44 mg ES mL-1 macération 

. En revanche des extraits aqueux des algues brunes de S.vulgare, dont il 

extrait moyennement 

ainsi que celui de Desmodesmus sp 

similaire à nos résultats, ce 

qui indique la présence des antioxydants capables de transférer un électron pour la 
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I.3.3.7. Corrélation entre les composés bioactifs et le pouvoir réducteur 

Le tableau (II.7) présente la corrélation entre le pouvoir réducteur et la teneur en 

polyphénols, flavonoïdes et en caroténoïdes des extraits obtenus par des solvants de 

différente polarité ainsi que les deux méthodes d'extraction. 

Tableau II. 7: Corrélation entre le pouvoir réducteur et la teneur  en polyphénols, 
flavonoïdes et les caroténoïdes 

Extrait FRAP 

 
Macération Décoction 

Polyphénols 0,779 0,417 

Flavonoïdes 0,78 0,787 

Caroténoïdes 0,488 0,841 

 

L'effet le plus marqué correspond à la contribution des pigments obtenus par 

décoction qui présente un r =0,841 suivis des composés phénoliques (flavonoïdes  

et polyphénols). En plus de son pouvoir antiradicalaire important, les caroténoïdes 

montrent une capacité de réduction aussi importante basés sur les réactions de transfert 

d'électron, et cela est en plus des  principaux constituants contributeurs au pouvoir 

antioxydant tels que les polyphénols. La corrélation entre le contenu en caroténoïdes 

ainsi les polyphénols, et le pouvoir de réduction de fer avait déjà été rapportée et 

confirmée auparavant (Safafar et al., 2015; Goh et al., 2010). Cependant, une 

corrélation non significative a été indiquée entre le pouvoir réducteur et la teneur en 

flavonoïdes dans les travaux de Bulut et al., (2019), ou encore, les rapport dans la 

littérature sur les flavonoïdes dans les microalgues semblent être généralement rares 

(Bulut et al., 2019). 

 

II.3.4. Identification des polyphénols par analyse chromatographique HPLC 

Globalement, selon les résultats obtenu concernant l'estimation des polyhénols 

totaux ainsi que l'évaluation de l'activité antioxydante des différents extrait, le méthanol 

était le solvant le plus efficace pour l'extraction des propriétés antioxydantes de ces 

microalgues par la méthode de macération, qui révèle une concentration importante  

en polyphénols (58,45±7,6mg GAE/ g ES) ainsi qu'un pouvoir antiradicalaire  
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avec une IC50 de 2,04±0.6 et 2.18 ±0.6 mg ES/mL pour le test de DPPH et BCB 

respectivement, et un pouvoir réducteur de 1,7 ±0.6mg ES/mL. 

Une analyse complémentaire de l'extrait méthanolique, pour l'identification des 

polyphénols a été effectuée par HPLC. La Figure (II.13) présente le chromatogramme 

obtenus dont quatre (4) molécules de polyphénols ont été identifiées: l'acide Gallique, 

la catéchine, la syringique et la naringinine, en comparant le temps de rétention du pic 

approprié avec ceux des étalons présentés dans la banque de donné de l'appareil. 

Généralement, l'acide gallique est parmi les polyphénols les plus abondants dans 

les microalgues, Desmodesmus sp., Nanochloropsis limnetica et Nannochloropsis salina 

montrent des teneurs intéressantes, mais pas aussi importante que celle trouvé dans la 

Scenedesmus sp.qui révèle 653.6 ± 54.3µg/g MS d'acide gallique en plus de  

4.5 ± 2.2µg/g MS d'acide syringique dans l'extrait d'acétate d'éthyle. (Safafar et al., 

2015,&Bulut et al., 2019). Il existe peu d’études, à notre connaissance, sur la détection 

des composés phénoliques dans les microalgues utilisant la chromatographie HPLC, qui 

nous permettent de comparer nos résultats. 

 

 
 

Figure II.11: Identification des polyphénols dans l’extrait microalgale  méthanolique de 
macération par HPLC « colonne C18, Débit :1 ml/min, Phase mobile :MeOH/H2O 

acidifiée 0,1% ACN, Température : 25°C et détection à 254 nm ». 

1. Acide Gallique, 2. Catéchine, 3. Syringique, 4. Naringinine 
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II.4. CONCLUSION 

Sur la base des résultats présentés, le mélange microalgale étudié montre une 

variété de molécule antioxydant naturelle telle que des teneurs en polyphénols, 

flavonoïdes ainsi qu'en pigments importantes. Ces résultats, nous ont permis aussi de 

conclure que les différents extraits obtenus relatif aux différents solvants (polarité), 

possèdent de modestes propriétés antioxydantes, confirmé par la détermination du 

facteur de corrélation indiquant une forte contribution des polyphénols par un pouvoir 

antiradicalaire (le piégeage du radical libre DPPH•); et une bonne capacité des 

caroténoïdes et des flavonoïdes, contenant les extraits, à l'inhibition de la peroxydation 

du β-carotène; ainsi qu'avec un pouvoir réducteur bien remarquable des trois 

groupement moléculaire étudiés (polyphénols, flavonoides et caroténoids). 

L'extrait méthanolique de macération s'est montré plus efficace vis-à-vis les autres 

extraits obtenus, par une teneur en biomolécules estimé plus importante capables d'agir 

comme agent antioxydant tels que les polyphénols, flavonoïdes et les pigments. 

L’analyse par HPLC nous a permis d’identifier quatre composés phénoliques dans 

l’extrait méthanolique « Acide Gallique, Catéchine,Syringique et Naringinine». 

Des études complémentaires sont nécessaires pour l'isolement et la caractérisation 

des antioxydants actifs, car il pourrait y avoir un potentiel d'utilisation de tels extraits ou 

composés bioactifs dans le traitement de diverses maladies liées au stress oxydatif, ou 

encore dans un large éventail de produits alimentaires. 
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III.1. INTRODUCTION 

Dans le monde entier, la biomasse microalgale a récemment suscité un intérêt 

considérable en raison de leur potentiel dans les domaines des énergies renouvelables, 

du secteur biopharmaceutique et de la production nutraceutique. Ils représentent une 

source renouvelable, durable et économique de biocarburants, de médicaments bioactifs  

et d'ingrédients alimentaires (Trivedi et al., 2015). 

Les principaux bioproduits comprennent les protéines (40 à 60 %), les 

polysaccharides (8 à 30 %), les lipides (5 à 60 %), pigments, vitamines et antioxydants 

(Sialve & Steyer, 2013;Khan et al., 2018). Les polysaccharides peuvent être utilisés 

comme source de carbone dans les processus de fermentation (Zhu, 2014) mais aussi 

comme additifs alimentaires. Quant aux protéines, ils peuvent être utilisées dans 

l'alimentation humaine ou dans l'alimentation animale, ainsi qu'elles peuvent également 

être utilisées dans la production de peptides bioactifs (le domaine pharmaceutique) 

(Bleakley & Hayes, 2017). D'autre travaux aussi montre l'utilisation des acides gras 

polyinsaturés comme nutraceutiques dans les préparations pour nourrissons et comme 

suppléments nutritionnels (Kris-Etherton et al., 2000), de plus, les pigments sont 

importants en tant que colorants naturels. La teneur élevée en lipide, fait de cette 

matière première un atout précieux pour les carburants liquides renouvelables tels que le 

biodiesel et le bioéthanol, dont des travaux antérieurs, et de plus en plus nombreuses, le 

démontrent clairement (Kris-Etherton et al., 2000;Halim, et al., 2012). 

La composition biochimique dépend principalement de l'espèce et des conditions 

de culture (Trivedi, et al, 2015). Ainsi, la stratégie de bioraffinage en aval doit dépendre 

à la base du type de microalgue traitée, en tenant compte de la nature différente  

(ex: hydrophile ou hydrophobe) des composés à récupérer et la durabilité du processus. 

Les études rapportées dans la littérature ont démontré que les étapes les plus critiques 

pour récupérer des biomolécules présentes à l’intérieur sont la rupture cellulaire et le 

fractionnement des produits obtenus par une technologie propre (Dixon & Wilken, 

2018; Lee, et al. 2017; Kapoore et al., 2018). En général, les étapes de rupture de la 

paroi cellulaire et d’extraction de bioproduits sont suivies de fractionnement et/ou 

purification de différents composants. Le mélange contient une phase solide 
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et une phase liquide avec des molécules hydrophiles et hydrophobes. Cette solution 

hétérogène nécessite donc une stratégie de récupération, qui séparera chaque fraction en 

fonction de la nature du produit cible. L'extraction de pigments et de lipides à partir de 

microalgues, en tant que molécules hydrophobes, implique généralement l'utilisation de 

solvants organiques, tels que le chloroforme, le n-hexane et le propan-2-ol. Cependant, les 

solvants idéaux doivent non seulement être très sélectifs vis-à-vis des molécules 

hydrophobes, mais également être peu coûteux, non/peu nocif à la santé  

et l'environnement et éventuellement volatils, pour pouvoir être éliminés à la fin du 

processus (Ventura et al., 2017). La séparation mécanique est une autre approche de 

récupération consistant à séparer les composants afin d'éviter l'utilisation des solvants  

et des produits chimiques ou des produits chimiques nocifs pour l'environnement. 

Pour améliorer la rentabilité des processus et promouvoir la récupération des 

biomolécules de microalgues à l'échelle industrielle, il convient de prendre en compte la 

robustesse des processus, l'efficacité énergétique, la minimisation de l'impact 

environnemental et la qualité du produit (Gerardo, et al., 2015; Halim et al., 2012; 

Trivedi et al., 2015; Wijffels & Barbosa, 2010; Williams & Laurens, 2010). 

Les processus membranaires sont considérés comme des "processus alternatifs", ils sont 

actuellement utilisés pour la récolte et la déshydratation des microalgues ( Rios, et al., 

2011; Ríos, et al., 2012; Nurra, et al., 2014; Singh & Patidar, 2018; Zhang & Fu, 2018; 

Monte et al., 2018). Cependant, sans prétraitement spécifique, généralement ils ne sont 

pas durables pour le traitement des microalgues en raison du phénomène de colmatage 

(Fasaei, et al., 2018). Peu d'études ont été menées sur la récupération/purification des 

composés biologiques (Giorno, et al., 2013; Patel et al., 2013; Pugh, et al., 2001; Safi, et 

al., 2014; Safi et al., 2017; Suarez Garcia et al., 2018), la plupart d'entre eux  

se concentraient généralement sur l'extraction des lipides. Les processus de 

prétraitement (pour détruire la paroi cellulaire et extraire les biocomposants) peuvent 

emprunter des voies alternatives en fonction du composé final souhaité (ex: pour 

récupérer les lipides, la technique récente d'extraction par solvant organique assistée par 

micro-ondes semble être l'approche la plus prometteuse (Halim et al., 2012; Safi et al., 

2017; Suarez Garcia et al., 2018)). Toutefois, dans le cadre d’une stratégie dite 

« d’économie circulaire », la valorisation des principaux composés à haute valeur 
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ajoutée par l’utilisation des solvants alternatifs et des technologies environnementales 

est recherchée. De l'avis général, la valeur élevée des différents produits finaux est 

susceptible d'accroître la valeur totale de la biomasse de microalgues (Dixon & Wilken, 

2018). Pour ces raisons, l'objectif de ce travail est d'étudier une approche alternative 

pour valoriser les principaux constituants de la biomasse de microalgues, le 

fractionnement des composés hydrophobes des composés hydrophiles avec une stratégie 

de bioraffinage durable et adaptée. La solution d'alimentation est représentée par des 

espèces de microalgues récoltées dans le barrage de Hammam Boughrara situé à 

Tlemcen (nord-ouest de l'Algérie). Après la rupture cellulaire, une extraction solide-

liquide-liquide avec un solvant alternatif a été utilisée pour fractionner les principaux 

composés hydrophobes des composés hydrophiles. La solution aqueuse récupérée a 

ensuite été traitée par ultrafiltration (UF) pour fractionner davantage les biomolécules 

restantes. Le matériau membranaire permettant de fractionner les bioproduits 

hydrophiles a été identifié sur la base de la récupération de la perméabilité la plus élevée 

après les tests d’adsorption. La combinaison de l'extraction au solvant écologique et du 

procédé d'UF a permis une récupération élevée des triglycérides (TAG) et des pigments 

dans le solvant organique, ainsi qu'une récupération élevée des protéines et des glucides 

dans le retentât du processus d'UF. Les TAGs qui sont restés dans la solution aqueuse 

ont été séparés dans le perméat d'UF avec une pureté élevée.  
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III.2. DESTRUCTION CELLULAIRE 

III.2.1. Matériels et méthodes 

III.2.1.1. Solvants et réactifs utilisés  

Le tableau III-1 regroupe les solvants et les réactifs utilisés au cours des 

expérimentations et analyses réalisées. 

Tableau III. 1 : Solvants et réactifs utilisés pour les expérimentations 

Nom du produit CAS Fournisseur 

Acétate d’éthyle 141-78-6 VWR 

Acétone HPLC 67-64-1 Sigma-Aldrich 

Acide gallique  149-91-7 Sigma-Aldrich 

Acide sulfurique 7664-93-9. Sigma-Aldrich 

Carbonate de sodium 497-19-8 Sigma-Aldrich 

Catéchine  154-23-4 Sigma-Aldrich 

Glucose 50-99-7 Sigma-Aldrich 

Hexane 110-54-3 Sigma-Aldrich 

Hydroxyde de sodium 1310-73-2 Merck 

Méthanol HPLC 67-56-1 Sigma Aldrich 

Méthoxycyclopentane 

(CPME) 
5614-37-9 VWR 

Phénol  108-95-2 Sigma-Aldrich 

 

III.2.2.2. Biomasse microalgale 

L’étude de cette partie a été portée sur le mélange microalgale après  

lyophilisation (culture naturelle) collectés du barrage de Hammam Boughrara, du bassin 

hydrographique de la Tafna, situé au nord-ouest de la province de Tlemcen (Algérie). 

 (Veuillez trouver les détails dans le chapitre précédent "II.2.2").  
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III.2.3. Destruction de la paroi cellulaire 

Afin de briser la paroi cellulaire des microalgues lyophilisées précédemment, 

différentes méthodes mécaniques ont été testées, notamment un vortex et un 

homogénéisateur à grande vitesse sous forme de forces de cisaillement solide d’une 

part, et sous forme de transfert d'énergie par des ondes en utilisant un bain à ultrasons 

d’une autre part, dont leur efficacité a été constatée après la lyse cellulaire par 

l’évaluation de l'énergie consommée et par des études de microscopie optique (pour 

évaluer la rupture des cellules) et en mesurant la concentration des biomolécules 

libérées dans la phase aqueuse. 

Avant tout traitement de destruction, les cellules sèches ont été réhydratées 

vigoureusement dans de l'eau distillée (2,5 mg/mL) pour assurer une bonne 

homogénéité de l'échantillon. 

III.2.3.1 Destruction cellulaire par vortex (V) 

Un mélangeur Vortex est utilisé pour assurer un mouvement tourbillonnaire sur 

un axe, provoquant une pression sur le fluide ou les particules entourant sous forme de 

forces de cisaillement. 

Un mélangeur Maxi Mix plus Vortex (M63210-33) avec une vitesse maximale de 

3200 tr/min et une puissance de 26 W a été utilisé pour traiter 50 g de la solution en 

suspension pendant 1 mn à température ambiante. 

III.2.3.2. Destruction cellulaire par un bain ultrasonique (US) 

La rupture cellulaire provoquée par les ultrasons est causée par l'énergie des ondes 

acoustiques à haute fréquence qui déclenche un processus de cavitation et une onde de 

choc qui se propage et forme des jets dans le milieu environnant appelée des forces de 

cisaillement. 

Le traitement de 250 g de la suspension microalgale par les ultrasons a été réalisé 

à l'aide d'un bain ultrasonique (VWR International, 120 W) à une fréquence de 45 kHz 

pendant 10 mn à température ambiante.  
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III.2.3.3. Destruction cellulaire par homogénéisateur à grande vitesse (HSH) 

Un homogénéisateur à grande vitesse est un dispositif qui consiste généralement à 

un ensemble stator-rotor, de préférence en acier inoxydable. Les mécanismes efficaces 

de rupture cellulaire sont la cavitation hydrodynamique, générée par l'agitation à grande 

vitesse, et les forces de cisaillement à l'interphase solide-liquide. 

La suspension des cellules microalgales (250 g) a été traitée à l'aide d'un 

homogénéisateur d'une puissance de 475 W (VelpScientifica OV5) à une vitesse de 

fonctionnement choisie de 10 000 tr/mn pendant 5 mn et à température ambiante. 

III.2.4. La consommation spécifique d'énergie 

Pour permettre la comparaison entre les différentes techniques, dans ce travail, la 

consommation spécifique d'énergie (kj/kg) a été calculée en énergie totale consommée 

(kj) pour traiter 1 kg de biomasse de microalgues sèches. D’où la comparaison est plus 

indicative que quantitative et considérée valable que si les conditions utilisées sont 

similaire (la même concentration et la même biomasse microalgale). 

La consommation spécifique d'énergie (W) de chaque traitement a été évaluée 

comme suit (Grimi et al., 2014): 

W = Win.t / m       (III.1) 

Où Win représente la puissance de l'instrument, t correspond au temps de traitement 

(seconde) et m correspond à la masse traitée de la suspension microalgale (g). 

III.2.5. Caractérisation des extraits de microalgue 

III.2.5.1. Analyse microscopique 

Le microscope optique nous permet de visualiser les échantillons qui sont invisible à 

l’œil nue, il est muni d’un objectif et d’un oculaire qui permet de grossir l’image de l’objet 

avec son pouvoir de résolution afin d’obtenir une image agrandie observable à l’œil nue. 

Les suspensions de microalgues ont été observées avec un microscope optique (Zeiss, 

model Axiovert 25, Carl Zeiss S.p.A., Milan, Italy). L'unité de détection du microscope 

était équipée d'une caméra (JVC, model TK-C1481BEG, Carl Zeiss S.p.A., Milan, Italy) 

et d'un ordinateur personnel. Les images ont été analysées par le programme d'imagerie 

Scion. 
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III.2.5.2. Quantification des biomolécules 

Après le traitement de la suspension microalgale, les échantillons ont été prétraités 

en utilisant une centrifugeuse à grande vitesse (Scan Speed 1248R, Refrigerated Multi-

purpose Centrifuge, Lynge, Denmark) pendant 5 min à 9000 tr/min et à 20°C pour la 

quantification des différents biomolécules (glucides, triglycérides, protéines, 

polyphénols, flavonoïdes et pigments) présentes dans la solution aqueuse (surnageant 

obtenu). 

III.2.5.2.1. Détermination de la teneur en glucide 

La teneur en glucides dans les différents extraits de microalgue a été déterminée à 

l'aide de la méthode au phénol et à l'acide sulfurique (Albalasmeh et al., 2013). Elle est 

considérée comme la méthode colorimétrique la plus largement utilisée à ce jour pour la 

détermination de la concentration en glucides dans des solutions aqueuses. Le principe 

de base de cette méthode est la production de dérivés de furfural par déshydratation de 

glucides par réaction avec de l'acide sulfurique concentré. Une autre réaction entre les 

dérivés du furfural et le phénol développe une couleur détectable. 

Le dosage des polyphénols a été réalisé selon le protocole suivant: 

- 1 mL de l’extrait est mélangé avec 0,5 mL du phénol à 5% ; 

- 2,5 mL d'acide sulfurique concentré sont ajoutés au mélange ; 

- Agitation des tubes à essai à l’aide d’un vortex pendant 30 secondes; 

- Incubation  pendant 20 minutes à température ambiante. 

L'absorbance de la solution a été mesurée à 490 nm. Le glucose a été utilisé 

comme solution de référence pour la courbe d'étalonnage dans les mêmes conditions 

opératoires à des concentrations comprises entre 0 et 0,5 mg/mL.  

La concentration des glucides est exprimée en milligramme équivalent de glucose 

par gramme d’extrait (mg EG/mg ES) ; 

Glucides	 =
a.f

C
     (III.2) 

- a : Concentration des glucides (mg/mL) déterminée à partir de la courbe 

étalonnage ; 

- C : Concentration de l’extrait ; 

- f : Facteur de dilution.  
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III.2.5.2.2. Détermination de la teneur en triglycérides (TAGs) 

La teneur en TAG a été mesurée à l’aide d’un kit de quantification des 

triglycérides (Abcam Cambridge, MA) en suivant les instructions du fabricant relatives 

au dosage colorimétrique. Cet essai est simple et sensible, qui peut détecter des 

triglycérides de 2 pmol à 10 nmol dans divers échantillons biologiques. 

Dans cette analyse, les triglycérides sont convertis en acides gras libres et en 

glycérol. Le glycérol est ensuite oxydé pour générer un produit qui réagit avec la sonde 

pour générer une couleur mesuré à une longueur d’onde de 570 nm (Shimadzu  

UV-160A, Japon). 

La teneur en TAG a été déterminée selon le protocole indiqué par le fabricant : 

- Addition de 2 µL de la solution de lipase dans un tube à essai contenant 50 µL de 

l’extrait,  

- Agitation des tubes à essai à l’aide d’un vortex; 

- incubation du mélange pendant 20 minutes à température ambiante; 

- Addition de 50 µL du mélange réactionnel de triglycérides; 

- Incubation pendant 60 minutes à température ambiante; 

L'absorbance de la solution a été mesurée à 570 nm. Le triglycéride a été utilisé 

comme solution de référence pour la courbe d'étalonnage dans les mêmes conditions 

opératoires à des concentrations comprises entre 0,2 et 10 nmol. 

La concentration de triglycérides en nmol/µL dans les échantillons est calculée 

comme suit : 

Triglycérides	 =
�

�
∗�    (III.3) 

- C : Concentration des triglycérides (nmol) déterminée à partir de la courbe 

d’étalonnage;  

- V : volume de l’extrait (µL) 

- f : Facteur de dilution ;   
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III.2.5.2.3. Détermination de la teneur en protéine 

La concentration de protéines dans différents extraits a été mesurée par la 

méthode de BCA (Mallia et al., 1985), en utilisant le kit « Thermo Scientific Pierce 

BCA ». Ce test est principalement basé sur la réduction de Cu+2 en Cu+1 par une 

protéine en milieu alcalin (la réaction du biuret) avec la détection colorimétrique 

hautement sensible et sélective du cation cuivreux (Cu+1) en utilisant un réactif unique 

contenant de l’acide bicinchoninique. Le produit de réaction de couleur violette de cette 

analyse est formé par la chélation de deux molécules de BCA avec un ion cuivreux. Ce 

complexe hydrosoluble présente une forte absorbance à 562 nm. 

La détermination de la concentration des protéines a été réalisée selon le protocole 

suivant : 

- Pipeter 0,1 mL de chaque extrait dans un tube à essai; 

- Ajouter 2 mL de la solution réactionnelle préparée (50 :1, Réactif A:B) à chaque 

tube et bien mélanger; 

- Couvrir et incuber les tubes pendant 30 min à 37°C; 

- Refroidir tous les tubes à température ambiante. 

Note: le kit contient l’albumine de sérum bovin (BSA) et les réactifs A et B. 

- Réactif «A» est une solution contenant du carbonate de sodium, bicarbonate de 

sodium, acide bicinchoninique et tartrate de sodium dans 0,1 M de l’hydroxyde de 

sodium. 

- Réactif «B» contenant 4% de sulfate de cuivre 

La lecture de l’absorbance de la solution a été effectuée contre un blanc (Eau 

distillée) à 562 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. L’albumine de sérum bovin  (BSA) 

a été utilisée comme solution de référence pour la courbe d'étalonnage dans les mêmes 

conditions opératoires, à des concentrations comprises entre 0 et 1 mg/mL. 

Protéine	 =
�.�

�
     (III.4) 

- a : Concentration des protéines (mg/ml) déterminée à partir de la courbe 

d’étalonnage ; 

- C : Concentration de l’extrait ; 

- f : Facteur de dilution.  



Chapitre III        Destruction cellulaire  
& Fractionnement des principaux composants 

60 

III.2.5.2.4. Détermination de la teneur en polyphénols 

La teneur en polyphénols dans les différents extraits a été réalisé en utilisant la 

méthode de Folin–Ciocalteu (Singleton et al., 1999). Dont le mode opératoire est bien 

décrit auparavant dans le chapitre précédent (Chapitre II). 

III.2.5.2.5. Détermination de la teneur en flavonoïdes 

L’estimation de la quantité des flavonoïdes présente dans l’extrait a été 

déterminée selon la méthode colorimétrique au trichlorure d'aluminium (AlCl3) et la 

soude (NaOH) (Ardestani & Yazdanparast, 2007). Dont le mode opératoire est bien 

décrit auparavant dans le chapitre précédent (Chapitre II). 

III.2.5.2.6. Détermination de la teneur en pigments 

La teneur en pigments libérée par les microalgues après chaque procédé de 

destruction cellulaire,  a été évalué en prélevant 400 µL du surnageant aqueux et le 

mélanger avec 1600 µL d'acétone, afin d'utiliser les équations de Lichtenthaler et Caus 

concernant les extraits de d'acétone/eau (80:20 ; v/v).L’absorbance de la solution a été 

ensuite mesurée à 470, 663,2 et 646,8 nm pour la quantification de la chlorophylle a 

(Chla), chlorophylle b (Chlb) et les caroténoïdes selon les équations suivantes 

(Lichtenthaler & Claus, 2001) : 

Chla	(mg/L) 	= 12,25	����,� − 2,79����,�     (III.5) 

Chlb	(mg/L) 	= 21,5	����,� − 5,1����,�     (III.6) 

Caroténoïdes(mg/L) = (1000����	 	− 	1,82	Chla	 − 	85,02	Chlb)/198 (III.7) 
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III.2.6. Résultats et discussion

III.2.6.1. Destruction de la paroi cellulaire

III.2.6.1.1. Analyse microscopique

Afin de briser la paroi cellulaire des microalgues, différentes méthodes ont été 

testées et leur efficacité a été contrôlée en observant la solution obtenue après chaque 

méthode, par observation sous un microscope optique ainsi

biomolécules libérées dans la phase aqueuse.

La figure III.1 montre les images d'observation microscopique obtenues des 

cellules de microalgues avant

Avant le traitement, les cellules l
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cellules en suspension après traitement au vortex (Fig.
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cellules microalgales par les ultrasons, détrui
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Figure III.1 : Images microscopiques des cellules de microalgue avant et après destruction

(a) Cellules de microalgue non traitée (Lyophilisées); (b) Cellules de microalgue vortexées; 

(c) Cellules de microalgue homogénéisées; et (d) Cellule
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biomolécules libérées dans la phase aqueuse. 

III.1 montre les images d'observation microscopique obtenues des 

cellules de microalgues avant et après chaque méthode de destruction

Avant le traitement, les cellules lyophilisées avaient une forme approximativement 

sphérique et d'un diamètre moyen d'environ 7 µm (Fig. III.1a). En ce qui concerne les 

cellules en suspension après traitement au vortex (Fig. III.1b) se sont révélées moins 
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Images microscopiques des cellules de microalgue avant et après destruction

(a) Cellules de microalgue non traitée (Lyophilisées); (b) Cellules de microalgue vortexées; 

(c) Cellules de microalgue homogénéisées; et (d) Cellules de microalgue soniquées
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Afin de briser la paroi cellulaire des microalgues, différentes méthodes ont été 

testées et leur efficacité a été contrôlée en observant la solution obtenue après chaque 

qu'en mesurant les 

III.1 montre les images d'observation microscopique obtenues des 

destruction cellulaire. 
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III.2.6.1.2. Effet de la destruction cellulaire sur la libération des biomolécules 

La figure III.2 illustre la teneur en protéines, glucides et triglycérides (TAGs) dans 

les surnageants aqueux de microalgues non traitées et détruites, en utilisant les trois 

méthodes de destructions. On constate que les biomolécules étaient également présentes 

dans la phase aqueuse de cellules lyophilisées réhydratées. Cela est due à la formation 

des pores sur les parois cellulaires pendant la lyophilisation qui facilite la libération des 

biomolécules lorsque les cellules sont remises en suspension dans de l'eau  

(Unterlander et al., 2017). 

La plus grande quantité de protéine a été obtenue dans les surnageants des cellules 

détruites par la sonication. 301,77 ±7,1 mg de protéine/g de MS, environ 80 mg de plus 

de cellules non traitées. Au contraire, la quantité de protéines après traitement au vortex 

et homogénéisation était similaire à celle des microalgues non traitées. La teneur en 

glucides était également plus élevée dans le surnageant des cellules traitées par la 

sonication; il était estimé d'environ le double (82,8 ±8,7 mg de glucides/g de MS) par 

rapport au surnageant des cellules non traitées (42,61 ±2,2 mg de glucides/g de cellules 

sèches). L’homogénéisation libère également une quantité importante de glucides 

(72,73 ±2,7 mg de glucides/g de MS) tandis que le vortex donne un contenu comparable 

aux cellules non traitées. L’augmentation de la récupération des glucides après le 

traitement par ultrasons est probablement liée à la perturbation des parois cellulaires et 

des chloroplastes dans lesquels ils sont principalement concentrés (effet de cavitation). 

Ce phénomène a déjà été décrit dans la littérature sur les cellules de Chlorella 

vulgaris(Ho, et al, 2013;Zheng et al., 2011). 

La quantité des TAGs dans les surnageants (Fig. III.2) de la solution des 

microalgues lyophilisées était plus élevée (251,15 ± 19,6 mg TAG/g de MS) que dans 

les cellules traitées, dont la plus faible concentration estimée (143,74 ± 18 mg TAG/g  

de MS) a été trouvée dans le surnageant de microalgues traitées par vortex. Cette 

tendance a déjà été observée parce que, après une rupture cellulaire, une agrégation 

« réadsorption » lipidique peut être remarquée sur les petites particules de cellules qui 

peut être constatée sous les forces mécaniques utilisées pour briser les cellules (Halim  

et al., 2012). C'est la raison pour laquelle une procédure alternative pour les fractionner 

des autres molécules hydrophiles a été envisagée et décrite dans la partie suivante.  
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Figure III.2 : Teneur des protéines, des glucides et des TAG
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traitées. Un résultat similaire a été observé pour l'extraction des flavonoïdes, après 

traitement par sonication, la quantité des flavonoïdes obtenue était trois foi

celle des cellules non traitées. La teneur en polyphénols et flavonoïdes suit la séquence 

sonication> homogénéisation> vortex> non traitée. 
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Figure III

dans l'eau après chaque technique de destruction cellulaire.

 

La figure III.4 présente la concentration des pigments dans les surnageants pour 

chaque méthode de destruction

chlorophylle a, b et les caroténoï

sonication> homogénéisation> vortex. Le surnageant des suspensions soniquées 

contenait 3,18 mg/g de MS de chlorophylle a, et 0,77

et 1,57 mg/g de MS de caroténoïdes.

D'autre part, lorsque l'extraction a été effectuée avec 80%

utilisant des cellules lyophilisées

plus élevée que celle mesurée après le traitement par des métho

(22,8 mg/g de MS, 1,1 mg

caroténoïdes, respectivement). Cela est dû au fait que les pigments sont des molécules 

liposolubles et que leur extraction a longtemps été effectuée à l'aide d'acétone en 

solution aqueuse. Il s'agit en effet d'un excellent solvant pour l'extraction des pigments 

d'algues (Safi, et al., 2014)
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Figure III.3 : Teneur des polyphénols et des flavonoïdes libérée 

ns l'eau après chaque technique de destruction cellulaire.

III.4 présente la concentration des pigments dans les surnageants pour 

destruction. Une très petite quantité de pigments, tels que la 

chlorophylle a, b et les caroténoïdes, a été trouvée dans chacun d'entre eux après l'ordre 

sonication> homogénéisation> vortex. Le surnageant des suspensions soniquées 

e MS de chlorophylle a, et 0,77 mg/g de MS de chlorophylle b 

g de MS de caroténoïdes. 

utre part, lorsque l'extraction a été effectuée avec 80% (v/v) d'acétone, en 

lyophilisées, la concentration en pigments a été considérablement 

plus élevée que celle mesurée après le traitement par des métho

mg/g de MS et 10,9 mg/g de MS, pour la chlorophylle a, b et les 

caroténoïdes, respectivement). Cela est dû au fait que les pigments sont des molécules 

liposolubles et que leur extraction a longtemps été effectuée à l'aide d'acétone en 

queuse. Il s'agit en effet d'un excellent solvant pour l'extraction des pigments 

(Safi, et al., 2014).  
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Teneur des polyphénols et des flavonoïdes libérée  

ns l'eau après chaque technique de destruction cellulaire. 

III.4 présente la concentration des pigments dans les surnageants pour 

. Une très petite quantité de pigments, tels que la 

des, a été trouvée dans chacun d'entre eux après l'ordre 

sonication> homogénéisation> vortex. Le surnageant des suspensions soniquées 

/g de MS de chlorophylle b  

(v/v) d'acétone, en 

, la concentration en pigments a été considérablement 

plus élevée que celle mesurée après le traitement par des méthodes mécaniques  

g de MS, pour la chlorophylle a, b et les 

caroténoïdes, respectivement). Cela est dû au fait que les pigments sont des molécules 

liposolubles et que leur extraction a longtemps été effectuée à l'aide d'acétone en 

queuse. Il s'agit en effet d'un excellent solvant pour l'extraction des pigments 
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Figure III.4 : Teneur en pigments libérés

cellulaire et après extraction dans une solution d'acétone (80% v/

 

III.2.6.1.3. La consommation spécifique d'énergie

Le choix du meilleur traitement pour briser les cellules de microalgues a 

également été effectué sur la base des besoins en énergie pour chaque méthode testée, 

condition préalable indispensable pour con

Le diagramme de la figure

31,2 kJ/kg; Il s'agissait de la consommation d'énergie la plus faible par rapport aux 

ultrasons et à l'homogénéisation (288

n’a pas été efficace contre la rupture cellulaire ni la lyse des biomolécules dans l’eau. 

Par conséquent, en se basant sur l'efficacité de la rupture cellulaire et des besoins 

énergétiques, l'ultrasonication

identifiée comme la technique la plus appropriée pour détruire ce mélange particulier de 

cellules microalgales. 
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Teneur en pigments libérés dans l'eau après chaque technique de destruction 

cellulaire et après extraction dans une solution d'acétone (80% v/

La consommation spécifique d'énergie 

Le choix du meilleur traitement pour briser les cellules de microalgues a 

également été effectué sur la base des besoins en énergie pour chaque méthode testée, 

condition préalable indispensable pour concevoir un processus efficace et écologique.

Le diagramme de la figure III.5 montre que la méthode au vortex nécessite 

kJ/kg; Il s'agissait de la consommation d'énergie la plus faible par rapport aux 

ultrasons et à l'homogénéisation (288 kJ/kg et 570 kJ/kg, respectivement). Cependant, il 

n’a pas été efficace contre la rupture cellulaire ni la lyse des biomolécules dans l’eau. 

Par conséquent, en se basant sur l'efficacité de la rupture cellulaire et des besoins 

énergétiques, l'ultrasonication, est un compromis si on le compare au vortex, 

identifiée comme la technique la plus appropriée pour détruire ce mélange particulier de 
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dans l'eau après chaque technique de destruction 

cellulaire et après extraction dans une solution d'acétone (80% v/v) 

Le choix du meilleur traitement pour briser les cellules de microalgues a 

également été effectué sur la base des besoins en énergie pour chaque méthode testée, 

cevoir un processus efficace et écologique. 

III.5 montre que la méthode au vortex nécessite  

kJ/kg; Il s'agissait de la consommation d'énergie la plus faible par rapport aux 

kJ/kg, respectivement). Cependant, il 

n’a pas été efficace contre la rupture cellulaire ni la lyse des biomolécules dans l’eau. 

Par conséquent, en se basant sur l'efficacité de la rupture cellulaire et des besoins 

mpromis si on le compare au vortex, est 

identifiée comme la technique la plus appropriée pour détruire ce mélange particulier de 

80% Acétone
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Figure III.5 : La consommation spécifique d'énergie (kj/kg) pour chaque technique 

de destruction cellulaire  
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III.3. FRACTIONNEMENT DES PRINCIPAUX COMPOSES HYDROPHOBES 

DES COMPOSES HYDROPHILES

III.3.1. Introduction 

La stratégie de cette étude est résumée dans l'organigramme présenté 

la Fig. III.6. En résumé, les cellules l

ultrasons pour récupérer les différentes biomolécules dans la phase aqueuse. Afin de 

réduire la complexité de la solution et le colmatage de la membrane, l'extraction des 

composés lipophiles a été réalisée par e

phase aqueuse issue du processus d’extraction a ensuite été ultrafiltrée pour fractionner 

davantage les différentes biomolécules hydrophiles.

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.6 : Schéma descriptif de la stratégie proposée pour le fractionnement
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FRACTIONNEMENT DES PRINCIPAUX COMPOSES HYDROPHOBES 

DES COMPOSES HYDROPHILES 

 

La stratégie de cette étude est résumée dans l'organigramme présenté 

III.6. En résumé, les cellules lyophilisées réhydratées ont été traitées aux 

ultrasons pour récupérer les différentes biomolécules dans la phase aqueuse. Afin de 

réduire la complexité de la solution et le colmatage de la membrane, l'extraction des 

composés lipophiles a été réalisée par extraction solide-liquide-liquide avant l'UF. La 

phase aqueuse issue du processus d’extraction a ensuite été ultrafiltrée pour fractionner 

davantage les différentes biomolécules hydrophiles. 
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FRACTIONNEMENT DES PRINCIPAUX COMPOSES HYDROPHOBES 

La stratégie de cette étude est résumée dans l'organigramme présenté dans 

yophilisées réhydratées ont été traitées aux 

ultrasons pour récupérer les différentes biomolécules dans la phase aqueuse. Afin de 

réduire la complexité de la solution et le colmatage de la membrane, l'extraction des 

liquide avant l'UF. La 

phase aqueuse issue du processus d’extraction a ensuite été ultrafiltrée pour fractionner 

chéma descriptif de la stratégie proposée pour le fractionnement 
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III.3.2. Matériels et méthode 

III.3.2.1. Extraction des pigments et des TAGs par un solvant alternatif 

Afin de diminuer la complexité de la solution microalgale après traitement par des 

ultrasons, une extraction des pigments et des TAGs par la sélection d'un solvant 

alternative a été proposée. Trois solvants organiques ont été utilisés pour une extraction 

solide-liquide-liquide, le n-hexane et deux autres solvants, dits « green solvant », 

Méthoxycyclopentane (CPME) et l'acétate d'éthyle (EA).  

Une suspension microalgales d'une concentration de 2,5 mg/mL prétraitée 

auparavant par les ultrasons à 45 kHz pendant 10 minutes, a été mélangée 

rigoureusement avec le solvant organique (1:2, v/v), et laissée décanter à une 

température ambiante (25°C) pendant une nuit. Après centrifugation à 9000 tr/min 

pendant 5 minutes, la phase organique a été séparée de la phase aqueuse et évaporée 

sous vide en utilisant un évaporateur rotatif (BOECO RVO 400 SD). La partie solide 

récupérée a été reconstituée dans une solution de 80% d'acétone pour évaluer les TAGs 

en utilisant le kit de quantification des triglycérides (Abcam Cambridge, MA) et les 

pigments suivant les équations de Lichtenthaler et Claus (Lichtenthaler & Claus, 2001). 

III.3.2.2. Séparation des biomolécules hydrophiles par ultrafiltration 

III.3.2.2.1. Equipement d'ultrafiltration 

Les expériences d’ultrafiltration ont été réalisées en mode tangentiel, dont 

différents membranes ont été testé afin de choisir la membrane appropriée. Deux 

modules membranaires en acier inoxydable (fabriqués au laboratoire) ont été utilisés sur 

la base de la configuration de la membrane à utiliser (Fig. III.7), un module pour les 

membranes planes d'une surface effective de 12,56 cm2 et d'un diamètre de 4,7 cm,  

et un deuxième module pour les membranes tubulaires, avec 10 cm de longueur et d'un 

diamètre intérieur de 0,7 cm et une surface effective de 18,68 cm2.  
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Figure III.7 : Cellules de filtration tubulaire avec les membranes en céramique (a),

 

Le tableau (III.2) représente les caractéristiques des différente

afin de sélectionner la  plus adéquate 

microalgues. 

 

Tableau III. 2: 

 
 

Matériau de la membrane

Alumina (Al2O

(Membraflow, Aalen, Germany

Polysulfone (PS)

(Alfalaval, Lund, Sweden

Cellulose régénérée (CR) 

(Merck Millipore, Burlington, USA

Titania (TiO2) 

(Membraflow, Aalen, Germany

Cellulose régénérée (CR)

(Merck Millipore, Burlington, USA

a a 
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Cellules de filtration tubulaire avec les membranes en céramique (a),

et plane avec membrane cellulosique (b). 

représente les caractéristiques des différentes membranes utilisées 

plus adéquate membrane à la séparation des composants

 Les caractéristiques des différentes membranes utilisées

  

Matériau de la membrane 
Seuil de 

coupure (kDa) 
Géometrie

O3)  

Membraflow, Aalen, Germany) 
600 Tubulaire

ne (PS) 

Alfalaval, Lund, Sweden) 
600 Plane

Cellulose régénérée (CR)  

Merck Millipore, Burlington, USA) 
100 Plane

 

Membraflow, Aalen, Germany) 
60 Tubulaire

Cellulose régénérée (CR) 

Merck Millipore, Burlington, USA) 
30 Plane

b 
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Cellules de filtration tubulaire avec les membranes en céramique (a), 

s membranes utilisées 

séparation des composants extraits des 

es caractéristiques des différentes membranes utilisées. 

Géometrie 

Tubulaire 

Plane 

Plane 

Tubulaire 

Plane 
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Le système comprenait également une pompe d’alimentation (Cole-Parmer, 

masterflex digital pump), deux manomètres situés à l’entrée (Pin) et à la sortie (pout) de 

module de la membrane et un bain-marie thermostaté pour maintenir la température 

constante à 25°C (Fig. III.8). Avant son utilisation, la membrane a été rincée avec de l’eau 

ultra-pure afin d'éliminer les agents de conservation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III.8 : Schéma du pilote de filtration membranaire (filtration tangentielle). 
PG: Manomètres, P: Pompe, MM: Module membranaire, V: Vanne. 

 

Et afin de vérifier la performance de la membrane, la perméabilité de l'eau a été 

mesurée avant et après chaque expérience. Les valeurs de flux de perméation en régime 

permanent ont ensuite été tracées en fonction de la pression transmembranaire (TMP)  

et la perméabilité (Lp) (Equation III.8) (H Strathmann et al., 2011) a été calculée à partir 

de la pente de la droite obtenue: 

J� = L�∆P     (III.8) 

Où Jv est le flux volumétrique du perméat (L h-1m-2) et ∆P est la pression 

transmembranaire (bar).  
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III.3.2.2.2. Test d'adsorption et flux critique 

Les tests d'adsorption ont été réalisés par un contact statique (20 min à 25°C) 

entre les différentes membranes et les solutions obtenues après la destruction cellulaire 

ainsi qu'après l'extraction des pigments et des TAGs. La perméabilité d'eau a été 

mesurée avant et après les tests afin d'évaluer l'influence de colmatage dû à l'adsorption 

des substances organiques sur la membrane (Conidi, et al. 2014). Après la sélection de 

la membrane qui représente le faible taux d'adsorption (récupération de la perméabilité 

initiale), le flux critique a été mesuré en augmentant et en diminuant la TMP dans un 

intervalle de 0,05 à 0,45 bar)(H Strathmann et al., 2011). L’objectif est d’identifier 

l’hystérésis et de sélectionner les conditions de fonctionnement permettant de limiter  

le colmatage. Des expériences d’ultrafiltration ont été conduites en mode de recyclage 

complet du retentât et du perméat dans le réservoir d’alimentation, dont le volume 

d’alimentation (100 mL) et la concentration initiale en microalgues (2,5 mg mL-1) ont été 

maintenus constants à 25°C avec une vitesse axiale de 0,3 m s-1. 

III.3.2.2.3. Ultrafiltration des biomolécules hydrophiles 

Afin de fractionner les biomolécules extraites dans la phase aqueuse issue du 

processus d’extraction des pigments et des TAGs,l'UF sur une membrane plane a été utilisé. 

Les essais de filtration sur la cellule de laboratoire fonctionnant en écoulement 

tangentiel ont été conduits en mode « concentration », c’est-à-dire avec recyclage du 

rétentat dans le réservoir d’alimentation et collection continue du perméat. A une 

température maintenue à 25°C avec une vitesse axiale de 0,3 m s-1. Pour ce faire, la 

pompe est d’abord lancée pour assurer la circulation de la suspension à la surface de la 

membrane puis la pression est appliquée pour la filtration. Seul le retentât est réinjecté 

dans la cuve d’alimentation, et la suspension initiale se concentre ainsi petit à petit sous 

l’effet de filtration de perméat. 

Le facteur de réduction volumique (VRF) a été calculé à partir de l'équation (III.9)  

��� =
��

��
     (III.9) 

Où Vi et Vf sont respectivement le volume initial et le volume final.  
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La solution d'alimentation, le perméat y compris le rétentat prélevés en fonction du 

temps ont été analysés pour mesurer les concentrations des protéines, des glucides et des 

TAGs. Les valeurs de concentration des différents composés (désignés ici par CA, CB, etc.) 

obtenus ont été utilisées pour évaluer la pureté à partir de l'équation suivante: 

Pureté =
[��]

[��]�[��]
∗100    (III.10) 

Le facteur de récupération (RF) a été calculé à partir de l'équation III.11 en 

considérant la masse (m) de la biomolécule A dans le perméat (AP) par rapport à la 

masse initiale de la même molécule dans l'alimentation (Aa) 

�� =
���

���

     (III.11) 
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III.3.3. Résultats et discussions

III.3.3.1. Extraction des pigments et des 

Les pigments et les TAGs sont peu solubles dans l’eau et donc ils sont présents en 

très petites quantités dans l

récupérer ces biomolécules importantes et réduire la complexité de la solution aqueuse, une 

extraction solide-liquide-

été utilisés: l'hexane, le CMPE et l'AE. 

composés lipophiles tels que les caroténoïdes et les lipides, à partir d'algues 

et al., 2015), et le CPME et l'AE sont considérés comme des solvants alternatifs 'Green 

solvent'. En particulier, le CPME a reçu l’ap

américaine sur le contrôle des substances toxiques (Toxic Substance Control Act 'TSCA') 

et de la liste européenne des substances chimiques notifiées (

Chemical Substances 'ELINCS') 

«préféré» et «recommandé» par l’enregistrement, l’évaluation, l’autorisation et la res

des produits chimiques (Registration, Evaluation, Authorisation and Restriction of 

Chemicals 'REACH') et par l’industrie pharmaceutique 

présentés dans la figure III.9 montrent la quantification de la

chlorophylle b et des caroténoïdes totaux dans le solvant organique récupéré après 

extraction. La quantité de pigments extraits présentait l'ordre suivant: EA> CPME> hexane.

 

Figure III.9 : Teneur en pi

microalgues soniquées par cyclopentylméthyléther (CPME), l'acétate d'éthyle (EA) et l'hexane.
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Résultats et discussions 

Extraction des pigments et des TAGs par un solvant alternati

Les pigments et les TAGs sont peu solubles dans l’eau et donc ils sont présents en 

très petites quantités dans les surnageants aqueux des microalgues soniquées. Pour 

récupérer ces biomolécules importantes et réduire la complexité de la solution aqueuse, une 

-liquide a été réalisée. Pour ce faire, trois solvants organiques ont 

été utilisés: l'hexane, le CMPE et l'AE. L'hexane est fréquemment utilisé pour extraire des 

composés lipophiles tels que les caroténoïdes et les lipides, à partir d'algues 

, et le CPME et l'AE sont considérés comme des solvants alternatifs 'Green 

solvent'. En particulier, le CPME a reçu l’approbation de son utilisation en vertu de la loi 

américaine sur le contrôle des substances toxiques (Toxic Substance Control Act 'TSCA') 

et de la liste européenne des substances chimiques notifiées (European List of Notified 

'ELINCS') (Unterlander et al., 2017). L’acétate d’éthyle a été reconnu 

«préféré» et «recommandé» par l’enregistrement, l’évaluation, l’autorisation et la res

des produits chimiques (Registration, Evaluation, Authorisation and Restriction of 

Chemicals 'REACH') et par l’industrie pharmaceutique (Prat et al., 2014)

la figure III.9 montrent la quantification de la chlorophylle a, de la 

chlorophylle b et des caroténoïdes totaux dans le solvant organique récupéré après 

extraction. La quantité de pigments extraits présentait l'ordre suivant: EA> CPME> hexane.

Teneur en pigments après extraction solide–liquide–liquide de la solution des 

microalgues soniquées par cyclopentylméthyléther (CPME), l'acétate d'éthyle (EA) et l'hexane.

CPME Acétate d'ethyle Hexane

Solvant d'extraction

Chlorophylle a 

Chlorophylle b 

Caroténoïdes
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par un solvant alternatif 

Les pigments et les TAGs sont peu solubles dans l’eau et donc ils sont présents en 

algues soniquées. Pour 

récupérer ces biomolécules importantes et réduire la complexité de la solution aqueuse, une 

liquide a été réalisée. Pour ce faire, trois solvants organiques ont 

L'hexane est fréquemment utilisé pour extraire des 

composés lipophiles tels que les caroténoïdes et les lipides, à partir d'algues (Gilbert-López 

, et le CPME et l'AE sont considérés comme des solvants alternatifs 'Green 

probation de son utilisation en vertu de la loi 

américaine sur le contrôle des substances toxiques (Toxic Substance Control Act 'TSCA')  

European List of Notified 

. L’acétate d’éthyle a été reconnu 

«préféré» et «recommandé» par l’enregistrement, l’évaluation, l’autorisation et la restriction 

des produits chimiques (Registration, Evaluation, Authorisation and Restriction of 

, 2014). Les résultats 

chlorophylle a, de la 

chlorophylle b et des caroténoïdes totaux dans le solvant organique récupéré après 

extraction. La quantité de pigments extraits présentait l'ordre suivant: EA> CPME> hexane. 

 

liquide de la solution des 

microalgues soniquées par cyclopentylméthyléther (CPME), l'acétate d'éthyle (EA) et l'hexane. 

Chlorophylle a 

Chlorophylle b 

Caroténoïdes
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Le CPME et l'AE étaient capables d'extraire beaucoup plus de chlorophylles et de 

caroténoïdes que l'hexane. La teneur la plus élevée en chlorophylle a et b et caroténoïdes 

(3,16 ±0,01 mg/g MS, 0,39 ±0,01 mg/g de cellules, 2,89 ±0,01 mg/g MS, respectivement)  

a été observée dans l'extrait AE. L'extrait de CPME contenait des concentrations plus 

élevées de chlorophylle a (2,85 ±0,01 mg/g MS) et de caroténoïdes (1,63 ±0,01 mg/g MS) 

que l'hexane, alors que la chlorophylle b semblait être nettement moins extractible dans les 

deux cas que l'AE. Dans les travaux de Yara-Varón et al., (2016), le CPME a été utilisé 

comme meilleur solvant d’extraction des caroténoïdes. Aucune autre référence dans la 

littérature n'a été trouvée indiquant que ces deux solvants alternatifs étaient utilisés pour 

l'extraction de la chlorophylle. L'acétate d'éthyle était le meilleur solvant d'extraction 

pigmentaire, car il offrait la plus grande capacité d'extraction et permettait de récupérer 

facilement le composé d'intérêt par évaporation (point d'ébullition d'acétate d'éthyle: 77,1°C 

au lieu de 106°C). L'extraction des TAGs a également été évaluée par extraction solide-

liquide-liquide en utilisant AE, car les TAGs représentent généralement la forme dominante 

d'énergie stockée dans les microalgues et pourraient être utilisés pour la production de 

biodiesel par le processus de transestérification (Prat et al., 2014). La figure III.10 montre la 

quantité de TAG divisée entre les phases organique et aqueuse. On peut constater qu’une 

quantité importante de TAG a été extraite au cours de la phase AE (419 ±3  mg/g MS). 

Globalement, environ 56% de la masse sèche des microalgues a été récupérée sous forme de 

TAG, ce qui correspond à la quantité de lipides dans les microalgues (5 à 60%) 

généralement rapportée dans la littérature (Sialve & Steyer, 2013). 

 
Figure III.10 : Teneur des TAGs estimé dans l'acétate d'éthyle et la phase aqueuse 

après extraction solide–liquide–liquide de la suspension microalgale soniquée 
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La quantité élevée des TAGs présente dans les microalgues traitées pourrait être 

due aux conditions environnementales stressantes dans lesquelles elles se développent, 

comme démontré dans la littérature (Siaut et al., 2011; Taleb et al., 2016; Clavijo Rivera 

et al., 2018). La quantité des TAGs extraites dans AE correspond à 74 ±6%, ce qui 

pourrait être augmenté en optimisant le rapport volume AE/ volume d’eau, sur la base 

du coefficient de partage des TAGs dans AE. 

Dans la littérature (Halim et al., 2012; Halim, et al., 2011) il a été signalé que des 

mélanges de solvants organiques et d'alcools pourraient également être utilisés pour 

extraire les lipides et favoriser la production de biodiesel. Cette analyse a révélé que les 

solvents les plus utilisées à l’échelle du laboratoire étaient des mélanges 

chloroforme/méthanol ou hexane/isopropanol. Cette analyse montre clairement que 

l’extraction des lipides à l’aide des solvants organiques est lente et que de grandes 

quantités de composés coûteux/toxiques sont utilisées. La stratégie proposée dans ce 

travail a favorisé l'utilisation d'un solvant organique "green solvent" comme système 

alternatif et la possibilité d'extraire les pigments et les TAGs en une seule étape. 

 

III.3.3.2 Ultrafiltration pour fractionner des biomolécules hydrophiles 

Le procédé de filtration sur membrane a été appliqué à la solution aqueuse après 

destruction des cellules et extraction au solvant pour fractionner les biomolécules 

hydrophiles restantes. Initialement, des expériences d'identification de matériaux 

membranaires présentant une faible tendance au colmatage ont été réalisées avec des 

membranes de microfiltration et d'ultrafiltration. Les tests d’adsorption ont été réalisés 

sur des membranes polymères et céramiques présentant différents seuils de poids 

moléculaire au contact de suspensions des cellules traitées (Tableau III.3). 
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Tableau III. 3 : Récupération de la perméabilité d’eau (RPE) après contact statique avec la 
suspension des cellules microalgales soniquées. 

Lpi: perméabilité initiale d'eau; 

Lpa: perméabilité d'eau après test d'adsorption; 

RPE: Récupération de la perméabilité d'eau. 

 

Les résultats présentés dans le tableau III.3 indiquent que la plupart des 

membranes ont réduit de moitié leur perméabilité initiale à l'eau, à l'exception de celle 

en cellulose régénérée (RC). Avec une membrane RC de 100 kDa, la perméabilité 

initiale à l’eau a diminué d’environ 20%, alors qu’elle était pratiquement inchangée  

si la membrane RC de 30 kDa était utilisée. Cette membrane a ensuite été choisie pour 

effectuer le fractionnement des biomolécules par ultrafiltration. 

Les membranes d’ultrafiltration telles que RC 30 kDa sont généralement moins 

disposés au phénomène de « colmatage des pores » que les membranes à pores plus  

larges (Giorno et al., 2013), c’est pourquoi on a observé une diminution plus faible de la 

perméabilité à l’eau initiale lors de l’utilisation de cette membrane. Lorsque le procédé 

d'UF a été exécuté en faisant recirculer le perméat dans la solution d'alimentation  

(afin de maintenir le volume et la concentration d'alimentation constant), une pression 

critique de 0,4 bar et un flux constant d'environ 42 ±2 Lh-1m-2 ont été obtenus 

(Fig. III.11). À la fin du processus, la perméabilité initiale à l'eau était complètement 

rétablie, ce qui démontrait l'absence de colmatage irréversible. 

Matériau de la membrane 
Seuil de 

coupure (kDa) 
Géometrie 

Lpi 

(L/h bar m2) 

Lpa 

(L/h bar m2) 

RPE 

(%) 

Alumina (Al2O3)  

(Membraflow, Aalen, Germany) 
600 Tubulaire 1113,9 ±6 531,6 ±6 48 

Polysulfone (PS) 

(Alfalaval, Lund, Sweden) 
600 Plane 223 ±2 113 ±2 51 

Cellulose régénérée (CR)  

(Merck Millipore, Burlington, USA) 
100 Plane 1001 ±5 807 ±5 81 

Titania (TiO2) 

(Membraflow, Aalen, Germany) 
60 Tubulaire 512,2 ±4 225,5 ±5 44 

Cellulose régénérée (CR)  

(Merck Millipore, Burlington, USA) 
30 Plane 497,6 ±3 474,4 ±3 95 
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Figure III.11 : Les valeurs de flux en fonction de la pression transmembranaire croissante et 

décroissante lors des expériences UF en mode recyclage en utilisant des membranes RC  

30 kDa (conditions de fonctionnement: Qf =10,6 Lh-1; température, 25°C). 

 

Le flux du processus UF, effectué en mode concentration (c'est-à-dire en retirant 

le perméat et en concentrant les composants retenus) est présenté dans la figure III.12. 

Les autres conditions opératoires étaient les mêmes que dans les expériences 

précédentes. Le flux de perméat initial était de 47 ±5 Lm-2h-1, atteignant un flux de 

perméat en régime permanent de 15 ±3 Lm-2h-1 lorsque le facteur de réduction 

volumique (VRF) était d'environ 2 (Fig. III.12). La perméabilité à l'eau pure mesurée 

après les expériences d'UF était la même que celle initiale. Cela confirmait l'absence de 

colmatage irréversible, même si le processus était effectué en mode concentration. En se 

référant au fractionnement de biomolécules présent dans la solution initiale, les résultats 

ont montré que les glucides et les protéines étaient principalement retenus dans le 

retentât (Fig. III.13) avec un facteur de récupération de 88% et 68%, respectivement. 

Les TAGs ont été collectés dans le perméat, avec un facteur de récupération de 60%  

et une pureté d'environ 70%.  
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Figure III.12 : UF de la phase aqueuse après sonication et extraction des pigments/TAGs. 

Évolution dans le temps du flux de perméat (Jp) et du VRF (conditions de fonctionnement: 

pression transmembranaire (PTM): 0,4 bar; Qf:10,6 Lh-1; température 25 °C). 

 

Une bonne séparation des TAGs (19 ±2 mg dans le perméat) a été obtenue par 

Giorno et al. (2013), cellules cassées par ultrafiltration à partir d'une culture de 

Nannochloropsis. Cependant, dans ce travail, de grandes quantités de protéines et de 

glucose étaient encore présentes dans la solution des TAGs purifiés (12 ±3 mg  

et 10 ±1 mg, respectivement). Dans le présent travail, les quantités de glucides 

(2,3 ±0,4 mg) et de protéines (5,0 ±0,5 mg) dans le perméat étaient si faibles qu'on ne 

s'attendait pas à ce qu'elles interfèrent avec la transestérification des TAGs (Williams  

& Laurens, 2010). Bien que, dans cette étude, le processus UF ait été appliqué à une 

échelle de laboratoire, le système pourrait facilement être mis à l'échelle, grâce à la 

modularité des membranes. 
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Figure III.13 : Teneur en glucides, protéines et TAGs dans la solution d'alimentation, 

le retentât et le perméataprès l'UF en mode de concentration 

avec membrane RC de 30 kDa à 25°C 

 

III.4. Conclusion 

Dans cette partie, un procédé assisté par membrane a été développé pour récupérer et 

fractionner des biomolécules à haute valeur ajoutée issues d’un mélange de phytoplanctons 

du barrage de Hammam Boughrara situé à Tlemcen (nord-ouest de l’Algérie). Avant le 

procédé d'UF, deux traitements étaient effectués sur une solution de microalgues 

lyophilisée: le premier consistait à détruire les cellules, obtenant une solution avec des 

biomolécules, et le second à extraire (par extraction solide-liquide-liquide) les biomolécules 

lipophiles dans la phase organique et hydrophiles dans la phase aqueuse. La phase aqueuse 

contenant les composés hydrophiles a ensuite été ultrafiltrée pour un autre fractionnement 

de biocomposants. 

Parmi toutes les techniques utilisées, l’ultrasonication s’est avéré la méthode la plus 

efficace pour briser la membrane cellulaire à faible consommation d’énergie (288 kJ/kg). 

De très grandes quantités de TAG (74%) et de pigments (91%) ont été récupérées en 

utilisant de l'acétate d'éthyle comme solvant d'extraction. 

Une membrane polymère RC (30 kDa) s’est révélée être un matériau approprié pour 

le fractionnement par UF des biocomposants présents dans la phase aqueuse, en raison 

qu'elle a moins d’effet de colmatage que les autres matériaux membranaires testés. Au cours 

du processus UF, des fractions enrichies de protéines et de glucides ont été obtenues dans le 

retentât (facteur de récupération de 88% et 70% respectivement), tandis que des fractions 

enrichies de TAG (pureté : 70%) ont été récupérées dans le perméat avec un facteur de 

récupération de 60%. 
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CONCLUSION GENERALE 

 

Il est bien connu que les microalgues ont un potentiel important dans une grande 

variété d'applications puisqu’elles pourraient contenir différents composés bioactifs 

selon l'espèce microalgale.  

Afin de promouvoir les ressources naturelles algériennes, l'objectif ultime de ce 

travail de recherche est une valorisation des microalgues qui se forment naturellement 

dans les eaux de surface de barrage de Hammam Boughrara, situé à la Wilaya de 

Tlemcen (Nord-Ouest de l'Algérie), par l'extraction et l'estimation des biomolécules à 

haute valeur ajouté, et éventuellement une évaluation du pouvoir antioxydant des 

différents extraits; ainsi que pour  étudier une approche alternative pour séparer et/ou 

purifier les principaux constituants, avec une stratégie de bioraffinage adaptée, efficace 

et écologique. 

Le mélange microalgale étudié montre une variété dans son contenu en molécules 

biactives importantes, tels que les polyphénols, flavonoïdes ainsi que les pigments, qui 

ont des propriétés antioxydantes confirmées par leurs pouvoirs antiradicalaires, ainsi 

que leurs pouvoirs réducteurs en fer; permettant leurs utilisations dans les domaines de 

la santé et de l'alimentation. 

 Ces résultats, nous ont permis d'identifier quatre composés phénoliques « Acide 

Gallique, Catéchine, Syringique et Naringinine» dans l’extrait méthanolique de 

macération, qui s'est montré plus efficace vis-à-vis des autres extraits obtenus. 

Afin de briser la paroi cellulaire des microalgues, l'ulrasonication s'est avéré la 

méthode la plus efficace en libérant une teneur importante en biomolécules utilisant une 

faible consommation d'énergie (288 kJ/kg). 

Dans ce travail, l'extraction des molécules hydrophobes dans l'acétate d'éthyle, dit 

solvant alternatif, permettait de récupérer une grande quantité de TAG (74%) et de 

pigments (91%). 

Nous avons pu mettre en évidence une stratégie de fractionnement utilisant un 

procédé membranaire, en déterminant une membrane polymère RC (30 kDa) qui est  un 
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matériau approprié pour le fractionnement par UF des biocomposants présents dans la 

phase aqueuse, par ce qu'elle  a moins d’effet de  colmatage. 

 Au cours du processus d'UF, des fractions enrichies de protéines et de glucides 

ont été obtenues dans le retentât (facteur de récupération de 88% et 70% 

respectivement), tandis que des fractions enrichies de TAG (pureté: 70%) ont été 

récupérées dans le perméat avec un facteur de récupération de 60%. 

Sur la base des résultats obtenus, les perspectives concernant les microalgues en 

tant que sources de produits naturels sont très prometteuses. Afin d’augmenter le 

nombre qui est limité des travaux réalisés et présentés dans la littérature sur le 

bioraffinage des microalgues : 

 Des études complémentaires sont nécessaires pour l'isolement et la caractérisation 

des antioxydants actifs, car il pourrait y avoir un potentiel d'utilisation de tels 

extraits ou composés bioactifs dans le traitement de diverses maladies liées au 

stress oxydatif, ou encore dans un large éventail de produits alimentaires. 

 Un grand défi sera de trouver une méthode de destruction cellulaire adéquate et 

rapide, tout en évitant qu’elle soit coûteuse en termes d’énergie. 

 Optimisation du rapport Solvant/Eau, afin de récupérer un maximum de 

molécules hydrophobes. 

 Optimiser des conditions de séparation membranaire par une méthode de 

déshydratation (concentration) de la biomasse récoltée du milieu de culture. 
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 ملخص

 أص�بح الإق�دام عل�ى ث�م وم�ن. الحیوي والوقود) والأصباغ الأكسدة مضادات المغذیات، الغذائیة، المواد مثلا( الحیویة للمنتجات مھمًا مصدرًا الدقیقة الطحالب تعد

 غ�رب ش�مال( تلمس�ان ولای�ة ف�ي الواق�ع ب�وغرارة، حم�ام س�د م�ن عھ�ایجمت ت�م التي الدقیقة الطحالب استخدام تم العمل، ھذا في. أمرا حتمیا مناسبة وتنقیة فصل تقنیات تطویر

 أخرى، ناحیة من الأكسدة، مضادات نشاط إلى بالإضافة بیولوجیا النشطة للمركبات تقییم إجراء تم الغایة، لھذه تحقیقا. بیولوجیاً نشطة جزیئات خلاصلاست ،كمورد) الجزائر

 .الغشائي الترشیح طریقة باستخدام الحیویة الكتلة لھذه الرئیسیة للمركبات تنقیةو فصل إجراء تم

 إلى بالإضافة. الأصباغ وكذلك والفلافونویدات البولیفینول مثل الطبیعیة الأكسدة مضادات جزیئات من متنوعة مجموعة المدروسة المجھریة الطحالب یظُھرمزیج

لتثبی�ت الج�ذور الالكیلی�ة ( ةالرادیكالی� كس�ح اختب�ار ق�وة بواس�طة البولیفین�ول م�ن قویة ھمةمسا على یدل مما رتباطالإ عامل تحدید أكدھا التي الأكسدة، مضادات خواص ذلك،

حظ�ة بش�كل جی�د ملا.الإرج�اع ق�درة م�ع وك�ذلك. ك�اروتین β-بیروكس�ید المستخلص�ات،لمنع علیھا تحتوي التي والفلافونوید، الكاروتینات من جیدة ؛وقدرة( (DPPH) )الحرة

 حم�ض" فینولی�ة مركب�ات أرب�ع بتحدی�د علیھ�ا الحص�ول ت�م الت�ي النتائج سمحت كما). والكاروتینات والفلافونوید البولیفینول( دراستھا تمت التي الثلاث الجزیئیة للمجموعات

 الأخ�رى ستخلص�اتلمبا مقارن�ة فعالی�ة أكث�ر للأكس�دة مض�اد عام�ل ع�ن یكش�ف ال�ذي المیث�انولي المس�تخلص ف�ي" الن�ارنجنین جزیئة و السیرنجیك حمض الكاتشین، الغالیك،

 .المدروسة

 ت�دفق عل�ى للحف�اظ. الخلی�ة لكس�ر فعالة طریقة اختیار بعد )UF( الفائق الترشیح باستخدام الحیویة الجزیئات لفصل مناسبة إستراتیجیة تطویر تم أخرى، ناحیة من

 )UF( الغش�ائي الترش�یح س�مح.ب�دیل م�ذیب باس�تعمال اس�تخراجھم طریق عن كسرالخلایا بعد والأصباغ) TAGs( الثلاثیة الدھون فصل الضروري من ،كان نفاذیة مستقرة

 الم�ذیبات ف�ي ةمستخلص� غی�رال ال�دھون فص�ل ت�م .الكربوھی�درات م�ن٪  85 م�ن وأكث�ر البروتین�ات م�ن٪  70 بنسبة الاسترداد عامل على بالحصول المتبقي المائي للمحلول

 .٪ 60 حوالي استرداد وعامل٪  70 حوالي نقاوة مع المائي لمستخلصا في البدیلة،المتبقیة

 .حمام بوغرارة، الحیویة المنتجات ،المغذیات ،الفائق الترشیح، ة؛بدیلال المذیبات أحیائیة؛ تكریر معامل للأكسدة؛ المضاد النشاط ،الطحالب :الرئیسیة الكلمات

Résumé 

Les microalgues représentent une source importante de bioproduits (tels que les aliments, les nutraceutiques, les 

antioxydants et les pigments) et de biocarburants. Il est donc avantageux de développer des technologies pour séparation et de 

purification appropriées qui doivent être affinées et sélectionnées. Dans ce travail, les microalgues récoltées dans le barrage de 

Hammam Boughrara, situé à la Wilaya de Tlemcen (nord-ouest de l'Algérie), ont été utilisées comme ressource pour récupérer et 

fractionner des composés bioactifs. Pour ce faire, une évaluation des composés bioactifs en plus de l'activité antioxydante a été 

réalisée, d'autre part, une séparation/purification des principaux composés de cette biomasse a été effectuée à l'aide de procédé 

assisté par membrane. 

Le mélange microalgale étudié montre une variété de molécule antioxydantes naturels tels que des teneurs en polyphénols, 

flavonoïdes ainsi qu'en pigments importantes. Ainsi qu'il possède de modestes propriétés antioxydantes, confirmé par la 

détermination du facteur de corrélation indiquant une forte contribution des polyphénols par un pouvoir antiradicalaire (le piégeage 

du radical libre DPPH•); et une bonne capacité des caroténoïdes et des flavonoïdes, contenant les extraits, à l'inhibition de la 

peroxydation du β-carotène; ainsi qu'avec un pouvoir réducteur bien remarquable des trois groupement moléculaire étudiés 

(polyphénols, flavonoides et caroténoïdes). Les résultats obtenus ont permis aussi l'identification quatre composés phénoliques 

« Acide Gallique, Catéchine, Syringique et Naringinine» dans l’extrait méthanolique qui révèle un agent antioxydant plus efficace 

vis-à-vis les autres extraits étudiés.  

D'autre part, une stratégie appropriée pour fractionner les biomolécules en ultrafiltration (UF) a été développée après la 

sélection d'une méthode de destruction cellulaire efficace. Afin de maintenir un flux de perméat stable, il était nécessaire de réduire 

la complexité de la solution avant l’ultrafiltration. Ceci a été réalisé en séparant les triglycérides (TAGs) et les pigments, après 

rupture des cellules, par extraction solide-liquide-liquide avec un solvant alternative. L'UF de la phase aqueuse restante permettait 

un facteur de récupération de 70% des protéines et plus de 85% des glucides dans le retentât. Les TAGs non récupérés dans le 

solvant alternative, restant dans la phase aqueuse ont été séparés dans le perméat avec une pureté d'environ 70% et un facteur de 

récupération d'environ 60%. 

Mots clés : Microalgues; activité antioxydante; bioraffinerie; solvant alternatif; ultrafiltration; les nutraceutiques; 

bioproduits; Hammam Boughrara. 

Abstract 

Microalgae represent an important source of valuable bioproducts (such as food, nutraceuticals, antioxidants, and pigments) 

and biofuel. There is thus an urgent need to develop an appropriate separation and purification technologies. In this work, 

microalgae harvested in the Hammam Boughrara dam, situated in Tlemcen (north-west of Algeria), were used as source to recover 

and fractionate bio-derived molecules using membrane-assisted processes. Thus, an evaluation of the bioactive compounds in 

addition to the antioxidant activity was performed, on the other hand, a separation/purification of the main compounds of this 

biomass was carried out using membrane-assisted method. 

The microalgal mixture studied shows a variety of natural antioxidant molecules such as polyphenol, flavonoids as well as 

pigments. In addition, modest antioxidant properties, confirmed by the determination of the correlation factor indicating a strong 

contribution of polyphenols by an antiradical power (Test of DPPH•); and a good ability of carotenoids and flavonoids, containing 

the extracts, to inhibit the peroxidation of β-carotene; as well as with a very significant reducing power of the three molecular 

groups studied (polyphenols, flavonoids and carotenoids). The results obtained also allowed the identification of four phenolic 

compounds "Gallic Acid, Catechin, Syringic and Naringinine" in the methanolic extract which reveals more effective antioxidant 

agent compared to the other extracts studied. 

On the other hand, an appropriate strategy to fractionate biomolecules using ultrafiltration (UF) has been developed after 

the selection of an effective cell desruption method. To maintain a stable permeate flux it was necessary to decrease the complexity 

of the solution prior to UF. This was achieved by separating triglycerides (TAGs) and pigments after cell disruption by solid-liquid-

liquid extraction with an green solvent. The UF of the remaining aqueous phase allowed a recovery factor of 70% of the proteins 

and more than 85% of the carbohydrates in the retentate. TAGs not recovered in the alternative solvent, remaining in the aqueous 

phase were separated in the permeate with a purity of about 70% and a recovery factor of about 60%. 

Key words: Microalgae; antioxidant activity; biorefinery; Green solvent; ultrafiltration; nutraceuticals; bioproducts; 

Hammam Boughrara. 


