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Introduction

L'olive de table représente depuis des siècles une source typique de lipide de régime

méditerranéen. La production moyenne mondiale d’olives de table pour les six

dernières campagnes (2008/2009-2013/2014) a atteint 2.42 millions de tonnes, dont

plus de 98% de cette production se trouve localisée dans le Bassin Méditerranéen. L’Algérie

représente l’un des principaux producteurs de cette denrée alimentaire avec une

production moyenne estimée à 159.200 tonnes pour la même période, ce qui représente 6,6

% de la production mondiale (COI, 2014). Les plus importantes préparations commerciales

sont  les olives vertes confites (style espagnol), les olives noires au naturel (style grec) et les

olives tournantes noircies par oxydation  (style californien) (Ozdemir et al., 1997; Panagou et

al., 2008). De nos jours, l’olive verte monopolise le marché mondial des olives de table, avec

plus de 60% de la production (COI, 2014).

Les composés les plus abondants dans les olives de table sont l'eau, les lipides dans

une moindre proportion. Les olives de table apportent aussi des fibres, des vitamines et des

minéraux. Les effets bénéfiques du point de vue nutritionnel sont associés à leur composition

en acides gras mono-insaturés (De Faveri et al., 2008) et/ou à la présence des biomolécules

notamment les composés phénoliques. Une attention particulière est accordée aux composés

phénoliques en raison de leurs propriétés antioxydantes et antimicrobiennes vis-à-vis d’une

large gamme de souches responsables de maladies infectieuses et de désordres intestinaux

(Sandhar et al., 2011).

Au cours de l’élaboration des olives de table selon le style espagnol qui comprend :

une désamerisation, des lavages et une fermentation lactique, il se produit en plus de

nombreuses réactions chimiques, une diffusion des phénols vers l’eau ou la saumure.

Plusieurs auteurs ont rapporté que l’élaboration engendre des pertes considérables en

composés phénoliques (Ben Othman et al., 2009; Sousa et al., 2006), corrélées pour

longtemps à une réduction de la valeur biologique de cet aliment. Cette notion étant

controversée par des travaux de recherches qui stipulent une augmentation de l’activité

antioxydante après élaboration des olives (Parinos et al., 2007), ce qui laisse des

interrogations sur l’influence de l’élaboration sur l’efficacité antimicrobienne des olives de

table. Dans cette perspective, nous nous sommes intéressés à l’étude de l’activité

antimicrobienne des olives fraiches et confites de quelques variétés locales et étrangères vis-à-

vis de 8 souches bactériennes pathogènes, en réponse aux exigences relatives à la mise en
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évidence de nouvelles sources naturelles bioactives permettant de lutter contre le phénomène

de multirésistance des souches bactériennes.

Outre l’étude de l’activité antibactérienne, cette présente étude a pour objectif

d’évaluer l’impact du procédé d’élaboration sur les différents composés phénoliques.

Cette présente étude est subdivisée en deux parties :

 Une revue bibliographique aborde des généralités décrivant l’olive et l’olivier dans

leur contexte botanique, composition phénolique, activité antimicrobienne, avant de terminer

par les différents modes d’élaboration des olives de table.

 Une étude expérimentale est réservée en premier temps à la présentation de l’ensemble

des méthodes analytiques mises en œuvre pour la détermination de la composition chimique

des olives (teneurs en sucres réducteurs, composés phénoliques et leur profil), ainsi que pour

l’évaluation de l’activité antibactérienne à l’égard de 8 souches bactériennes. En dernier

temps, une partie est consacrée à la présentation des résultats obtenus et leur discussion.
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I.1.Taxonomie et origine génétique de l’olivier

L’olivier appartient à la famille des Oleaceae dont le patrimoine variétal comprend

plus de 3000 cultivars ayant une diversité phénotypique et génétique importante (Cimato et

al., 1997). L’étude de la diversité moléculaire des cultivars révèle que ces derniers

s’apparentent aux oléastres (Besnard et al., 2001). L’olivier et l’oléastre, représentent un très

bon exemple de biodiversité, on distingue deux sous-espèces, l’olivier cultivé (Olea europaea

sativa) et l'olivier sauvage (Olea europaea sylvestris) (Ellstrand, 2003). L’espèce Olea

europaea L. a été nommée par Linné en raison de son aire géographique. C'est l'unique espèce

du bassin méditerranéen représentative du genre Olea. La classification d'olivier est

représentée comme suit:

 Règne: Plantae.

 Division: Magnoliophyta.

 Classe: Magnoliopsida.

 Ordre: Scrophulariales.

 Famille: Oleaceae.

 Genre: Olea.

 Espèce: Olea europaea.

I.2. Fructification de l’olivier

Le fruit de l’olivier est une drupe à peau lisse, de forme ovoïde ou ellipsoïde. Il est

constitué d’épicarpe (la pellicule qui recouvre le fruit), de mésocarpe (la partie charnue

appelée pulpe) et d’endocarpe (le noyau fusiforme) constitué d’une amande ayant une texture

rigide, protégeant une seule graine à albumen huileux cellulaire (figure 01). La forme de

l’olive est variable et caractéristique de la variété. Au cours de la maturation du fruit, le

mésocarpe de couleur d’abord verte (olive verte), vire au bleu violacé (olive tournante) et au

noire à maturité complète (Bianchi, 1999).

Figure 01: Composition physique de l’olive (Amouretti et Comet, 2000).
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I.3. Composition de l’olive verte

I.3.1. Composition chimique de l'olive verte

A l'égal de tous les fruits, l’olive contient un grand nombre de composés

structurellement hétérogènes (Tableau I), dont les principaux sont l’eau, les polysaccharides,

triacylglycérols et en moindre quantité les acides gras libres, les mono et diacylglycérols

(Servili et al., 2004). Outre sa richesse en lipides, l’olive contient près de 250 composés

mineurs qui lui confèrent ses qualités organoleptiques et nutritionnelles (Servili et al., 2004;

Covas et al., 2006).La localisation de ces différents constituants est montrée dans la figure 02.

Figure 02: Localisation des différents constituants d’olive (Bianchi, 1999).

Tableau I: Composition chimique d’olive verte (Bianchi, 1999; Boudhrioua et al., 2009).

Composé Teneur (%)

Eau 47

Polysaccharides a 26

Huiles 21

Mono- et disaccharides 3

Cires, triterpènes, phénols 2

Autres composés b Traces
a: hémicellulose, cellulose, pectines; b: alcanes, alkyl-esters, methyl-phenyl-esters, sterylesters, aldéhydes, alcools,
stérols, triterpénoïdes polycycliques et acides gras à très longue chaîne carbonée.

I.3.1.1. Composés phénoliques

Les polyphénols sont des phytomicronutriments synthétisés par les végétaux et qui

appartiennent à leur métabolisme secondaire (Gee et Johnson, 2001). Ils sont cités parmi les

composés les plus importants dans les métabolites secondaires rencontrés dans la nature. Ces

composés sont responsables des propriétés organoleptiques chez la majorité des végétaux, en

Alcanes, Alcools, Cires, Triterpènes

Eau, TG, Sucres Glucosides, Phénols

Triglycérides TG

Epicarpe
Mésocarpe
Endocarpe
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plus de la diversité bénéfique de leurs effets biologiques (Dacosta, 2003). Actuellement, plus

de 8000 structures de polyphénols sont connues, l’élément structural fondamental qui

caractérise les composés phénoliques est la présence d’au moins un noyau benzénique

substitué au moins par un hydroxyle et des groupes fonctionnels (ester, méthyle ester,

glycoside…) (Bruneton, 1999).

L’olive renferme particulièrement une quantité assez remarquable en composés

phénoliques appartenant à plusieurs classes (Bendini et al., 2007). Leur teneur varie de 1 à 10

g/kg (Léger, 1999), dont les polyphénols complexes représentent 90% (Tasioula-Margari et

Okogeri, 2001). La famille des secoiridoïdes est la principale fraction phénolique caractérisant

les plantes oléacées (Bendini et al., 2007), tandis que les acides phénoliques, les alcools

phénoliques et les flavonoïdes sous leur forme glucosidique constituent la fraction mineure

des composés phénoliques de l’olive verte (Servili et al., 2004).

I.3.1.1.1. Sécoïridoïdes

Les sécoïridoïdes phénoliques ou phénols complexes sont principalement constitués de

l’oleuropéine et du ligstroside, ainsi que de leurs dérivés aglycones, décarboxyméthylés et

aldéhydiques. L’oleuropéine et le ligstroside sont des esters formés à partir de deux alcools,

respectivement l’hydroxytyrosol et le tyrosol, et de l’acide élénolique. L’oleuropéine et

ligstroside sont les composés prépondérants des polyphénols de l’olive, ils peuvent atteindre

2% du poids frais. La fraction phénolique des olives de table dérive principalement de

l’hydrolyse de ces deux composés (Covas, 2006).

Mise à part leur propriété biologique, ces deux composés contribuent aux propriétés

organoleptiques des olives qualifiées d’être amères, piquantes (Cerretani et al., 2008; Esti et

al., 2009) et astringentes (Morales et Tsimidou, 2000). Des études antérieures indiquent que

l’intensité d’amertume des olives est fortement reliée à la présence des formes dialdéhydiques

et aldéhydiques de l’oleuropéine aglycone et du ligstroside (Gutierrez-Rosales et al., 2003).

Le deacetoxy-ligstroside aglycone est responsable de la sensation piquante, alors que le

deacetoxy-oleuropéine aglycone occasionne une sensation piquante très faible (Andrewes et

al., 2003). Les structures chimiques des principaux secoiridoides retrouvés dans l’olive sont

présentées dans le tableau II.
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Composé Substituant Structure

R1-OH

R1-H

Décarboxyméthyl oleuropéine
aglycone ou (3,4-DHPEA-EDA)

Décarboxyméthyl ligstroside
aglycon ou (p-HPEA-EDA)

Oleuropéine aglycone ou
(3,4 DHPEA-EA)

Ligstroside aglycone ou
(p-HPEA-EA)

R1-OH

R1-H

Forme dialdehydique de
l’oleuropéine aglycone

Forme dialdehydique ligstroside
aglycone

Tableau II : Structures chimiques des secoiridoides présents dans l’olive (Hrncirik et

Fritsche, 2004; Bendini et al., 2007).

I.3.1.1.2. Acides phénoliques

Premier groupe de composés phénoliques décrit dans l’olive (Servili et al., 2004;

Ramírez-Tortosa et al., 2006), présent en faible quantité (Gomez-Alonso et al., 2002). Les

acides phénoliques sont subdivisés en deux sous-groupes notamment les acides

hydroxybenzoïques et hydroxycinnamiques.

 Acides hydroxybenzoïques

Sont des dérivés de l'acide benzoïque et ont une structure générale de base de type

(C6-C1). Ces molécules existent souvent sous forme d'esters ou de glycosides (Obied et al.,

2012). L’acide hydroxybenzoïque est généralement très faible chez les végétaux comestibles.

Ces dérivés sont assez rares dans l’alimentation humaine contrairement à ceux d’acides

hydroxycinnamiques (Macheix et al., 2006). Les acides hydroxybenzoïques les plus

abondants dont l’olive sont les acides benzoique, p-hydroxybenzoique (Kountouri et al.,

2007), vanillique, protocatechique, syringique et gallique (Ben Othman et al., 2009).

R1-OH

R1-H
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 Acides hydroxycinnamiques

Les acides hydroxycinnamiques représentent une classe très importante dont la

structure de base est de type (C6-C3), dérive de celle de l’acide cinnamique (Obied et al.,

2012). Ces composés existent souvent sous forme conjuguées avec des molécules organiques.

Les degrés d'hydroxylation et de méthylation du cycle benzénique, sont des éléments

importants de la réactivité chimique de ces molécules (Ajila et Brar, 2012). Les principaux

acides hydroxycinnamiques identifiés dans l’olive incluent les acides cinnamique (Boskou et

al., 2006), p-coumarique, o-coumarique (Ucella, 2001), caféique, férulique (Chanchal et

Swarnlata, 2009), chlorogénique et sinapique (Ramírez- Tortosa et al., 2006). Les structures

chimiques des différents acides phénoliques présents dans l’olive sont répertoriées dans le

tableau III.

Tableau III: Structures chimiques des acides phénoliques présents dans l’olive

(Bendini et al., 2007).

I.3.1.1.3. Alcools phénoliques

L’hydroxytyrosol « (3,4-dihydroxyphenyl)-éthanol ou (3,4-DHPEA) » et le tyrosol «

(p- hydroxyphenyl)-éthanol ou (p-HPEA) » (tableau IV) sont les principaux alcools

phénoliques présents dans l’olive (Pereira et al., 2006). Leurs teneurs sont généralement

faibles dans l’olive fraiche (Servili et Montedoro, 2002). Toutefois, ces teneurs augmentent

Composé Substituant Structure

3-OH
4-OH

3,4-OH

3,4,5-OH

3-OCH3, 4-OH

3,5-OCH3, 4-OH

Dérivés hydrobenzoïque

Acide benzoique

p-acide hydroxybenzoïque

Acide protocatéchique

Acide gallique

Acide vanillique

Acide syringique

Dérivées hydroxycinnamique

Acide p-coumarique

Acide caféique

Acide ferulique

Acide sinapique

4-OH
2-OH
3,4-OH
3-OCH3, 4-OH
3,5-OCH3, 4-OH
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graduellement au cours du procédé d’élaboration suite à la libération des molécules

d’hydroxytyrosol et du tyrosol des secoiridoides (Servili et al., 2004). D’autres travaux ont

révélé la présence d’autres alcools phénoliques, caractérisés par la présence d’hydroxtyrosol et

du tyrosol dans leur structure notamment les acétates de tyrosol et d’hydroxytyrosol (Romero

et al., 2004), l’hydroxytyrosol-4’β-O-glucoside et le (4-β-D glucosyl-3-hydroxyphényl)-

éthanol (Arroyo-Lόpez et al., 2009).

Tableau IV: Structures chimiques des alcools phénoliques présents dans l’olive

(Bendini et al., 2007).

I.3.1.1.4. Flavonoïdes

Les flavonoïdes constituent le plus grand groupe de composés phénoliques, avec plus

de 6000 composés naturels qui sont quasiment universels chez les plantes vasculaires

(Kneževic et al., 2012). Ces composés représentent un groupe de polyphénols avec un

squelette de base à quinze atomes de carbones, dont la structure est disposée sous la

configuration C6-C3-C6 (Bruneton, 1999). Ils sont composés de deux noyaux aromatiques

liés par un hétérocycle oxygéné (Ignat et al., 2011), une substitution dans cet hétérocycle

differencie les principales classes de flavonoïdes : les flavones, flavonols, flavanes,

flavanones, isoflavones, flavanonol et les anthocyanidines (Apak et al., 2007). La lutéoline et

l’apigenine sont les flavones dominants dans l’olive. Ce sont des dérivées de 7-glucoside

lutéoline et apigenine glucoside (Carrasco-Pancorbo et al., 2005; Bendini et al., 2007)

rajoutant la quércetrine et la rutine qui sont omniprésents (Maestro-Durán et al., 1994). Le

tableau V illustre les différentes structures appartenant aux flavonoïdes retrouvés dans l’olive.

Composé Substituant Structure

4-OHTyrosol

Hydroxytyrosol

Hydroxytyrosol acétate ou 4-
(acétoxyéthyl)-
1,2dihydroxybenzéne

3,4-OH
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Tableau V : Structures chimiques des flavonoïdes présents dans l’olive

(Malheiro et al., 2011).

I.3.1.1.5. Lignanes

Les lignanes est un groupe de dimères de phénylpropanoïdes dans lesquels les unités

phénylpropanes sont liées par le carbone central (C8) de chaque chaîne propyle (Willför et

al., 2006). Ils sont présents dans la matrice végétale sous forme libres et glycosylée (Cai et al.,

2004). Oliveras Lόpez et al. (2008) et Owen et al. (2000) ont identifié (+)-1-

acétoxypinoresinol, composé majeur des lignanes présents dans l’olive. De plus, Romero et

al. (2004) ont rapporté la présence du (+)- pinoresinol (tableau VI). Selon Brenes et al.

(2000), l’hydrolyse des composés similaires aux lignanes liés aux glucosides secoiridoides

sont à l’origine de ces deux composés phénoliques.

Tableau VI: Structures chimiques des lignanes présents dans l’olive

(Bendini et al., 2007).

Composé Substituant Structure

R1-OH, R2-H

Flavones

Apigenine

Lutéoline

Flavanonol

Quercitine

Composé Substituant Structure

(+)-Pinoresinol

(+)-1-acetoxypinoresinol

R-H

R-OCOCH3

1R-OH,2R-OH,3R-H

R1-OH, R2-OH
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I.3.2. Composition microbiologique des olives

Les olives représentent un milieu favorable pour la prolifération d’une flore

microbienne diverse (tableau VII) favorisant leur fermentation spontanée. Selon Kotzekidou,

(1997) et Alves et al. (2012), cette flore est constituée principalement de bactéries Gram

négatif, de bactéries lactiques et de levures. En effet, les microorganismes isolés à partir des

olives vertes commercialisées sous forme saumurées appartiennent pour la plupart d'entre eux

aux bactéries lactiques et aux levures. L’étude taxonomique des mêmes auteurs a prouvé que

plusieurs espèces de levures sont présentes durant le temps de fermentation. Alors que les

bactéries lactiques constituées principalement de lactobacillus se développent pendant la

première et/ou la dernière phase de fermentation (De Castro et al., 2002; Randazzo et al.,

2012). Les aérobies mésophiles générateurs de spores tels que les Bacillus et Clostridium,

considérés comme des contaminants du produit lors de sa manipulation, ont aussi été isolés à

partir de quelques échantillons (lỏpez-lỏpez et al., 2004). Cependant, des études réalisées sur

des échantillons d’olives vertes fermentées selon les techniques artisanales et industrielles, ont

rapporté la présence d’autres microorganismes responsables d’une fermentation indésirable

avec la production de gaz, à savoir Enterobacter, Pseudomonas (De Castro et al., 2002;

Tassou et al., 2010), Aspergillus, Penicillium, Fusarium qui modifient l’aspect et la qualité

organoleptique des olives (Guiraud, 1998).

Tableau VII : Récapitulatif des principaux microorganismes constituants la flore
microbienne des olives vertes.

Microorganisme Nature de l’olive Référence

Leuconostoc citreum Olive verte fraiche (cv. Nocellara Etnea) Randazzo et al., 2012
Pediococcus  parvulus Olive verte fraiche (cv. Gueracese)

(cv. Alorena)
Randazzo et al., 2012
Abrilouel et al., 2012

Lactobacillus brivis Olive verte fraiche (cv. Gueracese) Randazzo et al., 2012
L. coryniformis Olive verte fraiche (cv. Gueracese)

Olive confite* (cv. Nocellara de Belice)
Randazzo et al., 2012
Aponte et al., 2012

L. paracasei Olive verte fraiche (cv. Gueracese) Randazzo et al., 2012

L.paracasei subsp. paracasei Olive verte fraiche (cv. Conservolea) Argyri et al., 2013
L. paracollenoides Olive verte fraiche (cv.Gueracese) Randazzo et al., 2012

L. paraplantarum Olive verte fraiche (cv. Conservolea
et halkidiki)

Argyri et al., 2013

L.plantarum Olive verte fraiche (cv. Gueracese
et Nocellara Etnea)
Olive verte confite*

Randazzo et al., 2012

Boulgerali et al ., 2013
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L. pentosus Olive verte fraiche (cv. Conservolea)
Olive verte fraiche (cv. Alorena)
Olive confite*

Panagou et al., 2008
Abrilouel et al., 2012
Aponte et al., 2012

Streptococcus thermophilus Olive verte fraiche (cv. Gueracese) Randazzo et al., 2012

Enterobacteriaceaes Olive verte fraiche
Olive confite*

Alves et al., 2012
De Castro et al., 2002

Enterococcus ssp Olive confite De Castro et al., 2002
Clostridium ssp -a Luh et Martin, 1996
Pseudomonas ssp Olive verte fraiche

Olive confite*(cv. Nocellara de Belice)b
Tassou et al., 2010
Aponte et al., 2012

Staphylococcus ssp Olive confite*(cv. Nocellara de Belice) Aponte et al., 2012
a: pas d’information, bcv: cultivar, *: olive confite selon le procédé Espagnol, L. coryniformis: Lactobacillus
coryniformis, L. paracasei: Lactobacillus paracasei, L. paracollenoides: Lactobacillus paracollenoides, L.
paraplantarum: Lactobacillus paraplantarum, L .plantarum: Lactobacillus plantarum, L. pentosus: Lactobacillus
pentosus.

I.4. Facteurs déterminant la composition en polyphénols des olives

I.4.1. Variabilité génétique entre les cultivars

Plusieurs études ont démontré que la composition des olives est fortement déterminée

par le facteur génétique. Une large gamme de variation a été observée pour tous les acides

gras et les composés mineurs évalués par Leon et al. (2011). Le contenu phénolique montre

une variation drastique entre les cultivars (Baccouri et al., 2008; Issaoui et al., 2010). En effet,

une étude effectuée sur 24 cultivars de la Banque de Córdoba, a montré que la variation des

phénols totaux en raison du cultivar peut atteindre 78% (Uceda et al., 2005).

De même, les composés phénoliques pourraient constituer un paramètre de

discrimination entre les cultivars; par exemple le demethyloleuropéine est présent seulement

dans les variétés Coratina et Leccino parmi huit variétés italiennes (Esti et al., 1998) et dans

deux variétés françaises (Cailletier et L11 ) parmi 11 cultivars étudiés (Amiot et al., 1989).

Toutes ces études indiquent que ces métabolites s'accumulent différemment selon le cultivar.

En fait, l'accumulation de ces métabolites est en étroite dépendance avec l’activité

enzymatique génétiquement déterminée (Tena et al., 2007).

I.4.2. Facteurs agronomiques et environnementaux

La zone de culture de l'olivier a un effet considérable sur certains traits de qualité de

fruits; il semble qu'il y ait une interaction génotype-conditions pédoclimatiques (Allalout et

al., 2011).
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a) Altitude: l'effet de l'altitude sur la composition des olives étudié par Osman et al. (1994) et

Mousa et al. (1996), ont conclu que les drupes cultivées à des basses altitudes ont une plus

grande teneur en polyphénols que celles cultivées à haute altitude.

c) Type du Sol : l'effet du sol sur le profil phénolique est peu clair, mais certains relations

entre les caractéristiques du sol et la composition des olives ont été présentées (Ranalli et al.,

1997). Dans ce contexte, il a été signalé que l’olivier de la variété Moraiollo cultivé dans les

sols pierreux, produit des olives dont le contenu phénolique est plus élevé que celui des olives

de la même variété cultivée dans des sols argileux. Selon Servili et al. (1990), ce

comportement est lié à la disponibilité inférieure en eau des sols pierreux, plutôt qu’à la

texture du sol.

I.4.3. Disponibilité en eau

L’olivier réagit favorablement à l’irrigation, le bilan hydrique du sol a une incidence

sur les caractéristiques du fruit. L’irrigation réduit considérablement le phénomène de la chute

physiologique et favorise le déroulement normal du processus de maturation (Çavusoglu et

Oktar, 1994). Les olives cueillies d'oliviers irrigués présentent un arôme rehaussé et une faible

teneur en composés phénoliques part apport à celles non irriguées (Patumi et al., 2002;

Gomez-Rico et al., 2007).

I.4.4. Indice de maturité des fruits d'olive

Au cours de la période de maturation, plusieurs processus métaboliques prennent lieu

dans le fruit induisant la variation des profils de certains composés en fonction du cultivar

(Leonardis et al., 2002). Ces changements sont pertinents sur le plan commercial car ils ont

un effet significatif sur les caractères sensoriels et la valeur nutritionnelle des olives (Matos et

al., 2007). Une recherche menée par Baccouri et al. (2007) et Matos et al. (2007) dans le but

d’élucider l’effet de la date de récolte sur la composition chimique des olives de sept oléacées

ont conclu que la majorité des biophénols décroient en parallèle avec le mûrissement des

fruits.

I.4.5. Etat sanitaire des drupes

Un des principaux ravageurs d'olivier dans le bassin méditerranéen est la mouche de

l'olive (Bactrocera olea). Cet insecte a une influence préjudiciable sur la qualité des olives

puisqu’elle affecte les principaux paramètres analytiques (Evangelisti et al., 1994; Tamendjari

et al., 2004). Le degré d'infection par la mouche est négativement corrélé à la teneur en
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composés phénoliques notamment les ortho-diphénols en raison de l'autooxydation (Gómez-

Caravaca et al., 2008; Tamendjari et al., 2009).

I.4.6. Conditions de stockage des olives

Il est recommandé de conserver les olives en couches fines dans des locaux frais et

bien aérés et de les traiter dans un délai de deux à trois jours après la récolte (Argenson,

1999),  afin d’empêcher leur fermentation qui provoque à son tour l’augmentation de l’acidité

libre, la diminution du contenu phénolique et l’augmentation de la teneur en alcools totaux ce

qui détériore la qualité des olives (Brenes et al., 2001; Clodoveo et al., 2007).

I.5. Rôle biologique des polyphénols

Les composés phénoliques sont  largement reconnus pour leurs effets bénéfiques sur la

santé humaine (Gee et Johnson, 2001). En effet, la consommation d’aliments riches en

polyphénols a été potentiellement associée à une faible incidence de maladies

cardiovasculaires (Paganga et al., 1999), neurologiques et cancéreuses (Brown et al., 1998;

Hanhineva, 2010). Ces bienfaits ont été attribués à la capacité de ces composés à modifier de

nombreux facteurs impliqués dans la genèse de ces maladies. Les principaux rôles

physiologiques et biologiques des polyphénols sont répertoriés dans la figure 03.

(Ghosh et al., 2009)

(Martin et al, 2002)

(Hanhineva, 2010)

(Paganga et al., 1999)

(Xiuzhen et al., 2010)

Anti-oxydant

(Babar Ali et al., 2007)

(Falleh et al., 2008)

Figure 03: Rôles physiologiques et biologiques des polyphénols.

Anti tumoraux

Anti-agrégant

Anti-thrombotique

Anti-inflammatoire
Détoxifiant

Anti-apoptotiqueVasodilatateur

Polyphénols
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Outre les rôles sous cités, les polyphénols sont doués d'activités antimicrobiennes

importantes et diverses, probablement due à leur diversité structurale (Babar Ali et al., 2007).

Les  sites et le nombre des groupes hydroxyles sont supposés être reliés à leur relative toxicité

envers les microorganismes (Cowan, 1999). L’oleuropeine et les flavonols ont reçu plus

d’attention due à leur large spectre et forte activité antimicrobienne par rapport aux autres

polyphénols (tableau VIII). En effet, la capacité à supprimer un nombre de facteurs de

virulence microbienne telle que l’inhibition de la formation de biofilms, la réduction de

l’adhésion aux ligands de l’hôte et la neutralisation des toxines bactériennes ainsi que la

capacité d’établir une synergie avec certains antibiotiques sont des mécanismes adaptés par

ces composés dans l’inhibition des bactéries (Daglia, 2011). En outre, la quercétine et la

catéchine sont des inhibiteurs de Bacillus subtilis, Candida albicans, Escherichia coli,

Staphylococcus nervous, Staphylococcus epidermis et Saccharomyces cerevisiae (Sandhar et

al., 2011). De plus, les acides phénoliques possèdent des activités antivirale, antibactérienne

et antifongique (Brantner et al., 1996). L'acide caféique et le catéchol, possèdent une action

bactériostatique sur  les bactéries pathogènes contaminant les denrées alimentaires y compris

Bacillus stearothermophilus, Brochothrix thermosphacta, Escherichia coli, Listeria

monocytogenes, Pseudomonas fluorescens, Salmonella enteric, Staphyloccus aureus et Vibrio

cholera. Les flavonones glucosides ont aussi montré une activité antimicrobienne (Cowan,

1999; Sandhar et al., 2011).

Le mécanisme responsable de la toxicité des polyphénols envers les microorganismes

est sans doute très complexe, les hypothèses les plus avancées incluent l’inhibition

enzymatique par les composés oxydés, probablement via la réaction avec les groupes

sulfhydriles ou par les interactions non spécifiques avec les protéines (Prasad et al., 2004).

L’hydrophobicité des polyphénols tels que les flavonoles est aussi un critère de toxicité qui

leur permet de s’intercaler dans les phospholipides membranaires et exercer leurs effets

antibactériens à l’intérieur de la cellule (Daglia, 2011). La déstabilisation de la membrane

cytoplasmique et la rendre perméable, l’inhibition des enzymes bactériennes extracellulaires,

l’action directe sur le métabolisme bactérien et la séquestration des substrats requis pour

la croissance bactérienne, spécialement les micronutriments minéraux essentiels comme le

fer et le zinc, sont parmi les mécanismes mis en évidence par Mila et Scalbert, (1994) et

Daglia, (2011).
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Tableau VIII : Principaux composés phénoliques ayant une activité antimicrobienne
(Daglia, 2011).

Composé phénolique Microorganisme sensible Exemple

Acides phénoliques Bactéries S.aureus, L.monocytogenes, E.coli,
P.aeruginosa

Flavonole Bactéries

Virus

Champignons

Bacillus subtilis, Escherichia coli,
Staphylococcus nervous, Staphylococcus
epidermis.
Adénovirus, Entérovirus, Flu virus.
Candida albicans, Microsporum gypseum,
Trichophyton mentagrophytes, Trichophyton
rubrum.

Lignane Bactéries Mycobacterium tuberculosis
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Outre sa richesse en lipides, l'olive est une drupe qui contient un principe amer,

l'oleuropéine, avec une teneur estimée à 2% de sa composition chimique. Ce composé rend

l'olive un fruit qui ne peut pas être consommé en l’état. Il doit être alors soumis à des

traitements qui varient considérablement d'une région à une autre et qui dépendent également

de la variété (Arroyo-López et al., 2008).

II.1. Définition de l’olive de table

Selon le COI, (2004), le terme «olive de table» désigne le produit préparé à partir des

fruits sains de variétés de l'olivier cultivé qui sont choisis pour leur production de fruits, dont

le volume, la forme, la proportion de chair par rapport au noyau, la finesse de la chair, la

saveur, la fermeté et la facilité à se séparer du noyau les rendent particulièrement aptes à la

confiserie. Soumis aux traitements pertinents, conservés par fermentation naturelle ou par

traitement thermique, avec ou sans agent de conservation, conditionnés avec ou sans liquide

de couverture et offerts au commerce et à la consommation finale comme olives de table.

II.2. Classification des olives de table

Les olives de table ont été classées selon le degré de maturité des fruits frais, le

procédé de traitement, et les modèles utilisés pour classer les différents processus existants

sont les plus importantes préparations industrielles (Garrido-Fernández et al., 1997; Panagou

et al., 2008).Toutefois,  la norme actuelle du commerce (COI, 2004) classifie les olives de

table exclusivement par le procédé de traitement. La figure 04 rapporte les différentes

préparations commerciales d'olives de table.

II.3. Confiserie des olives de table

La confiserie des olives de table comporte au moins 3 étapes : le saumurage, le rinçage

et la conservation. Néanmoins, des préparations très diverses et typiques sont mises en œuvre

selon les variétés d’olive, leur stade de maturité au moment de l’élaboration et les traditions

locales, assurant ainsi une grande diversité au niveau des produits proposés aux

consommateurs (Ercolini et al., 2006; Rejano et al., 2010). Les préparations industrielles les

plus courantes sont : les olives vertes confites (style espagnol), les olives noircies par

oxydation et les olives noires naturelles (style grec) (Panagou et al., 2008).



Chapitre II Technologie d’élaboration des olives de table vertes

17

Figure 04: Classification des olives de table selon les préparations commerciales

(COI, 2004).

II.3.1. Olives vertes confites

On distingue différents types d'olives vertes correspondant à des processus de

préparation un peu différents, quoique basés sur les mêmes principes. Le principal type de

production de ce genre d'olives est le style espagnol (Garrido-Fernández et al., 1997; Romero

et al., 2004). Il consiste à faire tremper les olives non mûres et encore fermes dans une

solution de soude caustique qui permet d'éliminer leur amertume naturelle; elles sont rincées à

l’eau et mises dans une saumure de fermentation qui leur permet d'acquérir leur couleur verte

caractéristique. Les olives peuvent être dénoyautées et farcies (Romero et al., 2004; Aponte et

al., 2012).
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II.3.2. Olives noircies par oxydation

Le style californien diffère du procédé espagnol par le fait que la mise des olives en

saumure s'effectue sans fermentation. Les olives sont cueillies lorsqu'elles sont à moitié mûres

et qu'elles passent du jaune au violet; elles sont mises ensuite dans une solution alcaline et

exposées à l'air jusqu'à ce qu'elles deviennent noires. Ces olives «noires» sont ensuite mises

en conserve dans une solution saline puis stérilisées (Marsilio et al., 2001; Arroyo-López et

al., 2008).

II.3.3. Olives noires naturelles

La méthode grecque consiste à récolter des olives complètement mûres, lorsqu'elles

sont pourpres foncé, presque noires et à les placer dans une saumure à forte teneur en sel

(Tassou et al., 2002; Arroyo-López et al., 2008). Le processus de fermentation prend plus de

temps du fait que les olives n'ont pas été traitées précédemment avec de la lessive de soude

(Boskou et al., 2006).

II.4.Technologie d’élaboration des olives vertes au style espagnole

Après la cueillette, les olives subissent un cycle de transformation qui prévoit les

étapes présentées dans la figure 05.

Figure 05: Etapes de traitement des olives selon le style espagnol (COI, 2004).
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II.4.1. Cueillette des olives

Le temps de récolte et le procédé sont  d'une importance capitale en termes de qualité

du produit fini. En effet, les olives doivent être cueillies pendant le cycle de maturation,

lorsqu'elles atteignent une taille maximale, au moment où se produit un léger changement de

coloration d'un vert feuille à un vert légèrement jaunâtre, et où la pulpe commence à changer

de consistance, mais avant son ramollissement (Vega et al., 2005; Medina et al., 2007).

La récolte peut s'effectuer manuellement ou mécaniquement. La cueillette à la main

est l'opération qui convient le mieux pour éviter l'altération des fruits, car les olives sont

cueillies sélectivement selon leur degré de maturité (Rejano y Sánchez, 2004; Veillet, 2010).

II.4.2 Transport et stockage

Quel que soit le mode de cueillette, Les olives sont ensuite mises dans des caisses

perforées en plastique et acheminées rapidement aux unités de transformation. Il est

recommandé de conserver les olives en couches fines dans des locaux frais et bien aérés et de

les traiter dans un délai de deux à trois jours après la récolte afin d’éviter leur fermentation

(Argenson, 1999; Rejano y Sánchez, 2004).

II.4.3. Triage et calibrage

La première opération de transformation consiste à éliminer les feuilles, séparer les

fruits piqués, blessés ou altérés. L’épiderme des olives doit être mince, élastique, résistant aux

chocs et à l’action de la soude et du sel. Les olives sont calibrées et classées selon leur

grosseur pour faciliter les opérations ultérieures et mettre sur le marché des produits finis

homogènes. Les olives de table doivent présenter une taille assez importante et le rapport

pulpe/noyau doit être le plus élevé possible (COI, 2004).

II.4.4. Désamérisation

Cette étape a pour but l'élimination de l'amertume naturelle des olives suite à l'action

hydrolytique de la soude qui rend soluble le principe amer présent dans les olives,

l'oleuropéine, et qui peut entraver la fermentation (Brenes et al., 1998; Medina et al., 2007).

Pendant cette phase l'oléuropéine est scindé en glucose, acide élénolique et en hydroxytyrosol

(figure06), métabolites qui sont successivement éliminés suite à l'étape du lavage (Amiot et

al., 1990; Hurtado et al., 2012).
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Figure 06: Mécanisme de décomposition chimique et enzymatique de l’oleuropéine

(Idrissi et al., 2004).

Cette  opération permet également d'augmenter la perméabilité de l'épiderme suite à

l'action hydolytique de la soude sur les substances pectino-cellulosique des menbranes

cellulaires, ce qui facilite le phénoméne d'osmose entre les cellules et le milieu environnant et

favorise la diffusion des composés fermenticibles dans la saummure (Garrido Fernández et

al., 1997; Brenes et de Castro, 1998).

La concentration de la soude utilisée varie entre 1,5 et 3% selon la température du

milieu, la variété d’olive ainsi que l'état de maturation des drupes (Hurtado et al., 2012). En

effet, les olives plus mures nécessitent des concentrations plus basses (Garrido-Fernández et

al., 1997). La phase de désamérisation se termine lorsque la solution est pénétrée dans les 2/3

du mésocarpe des drupes. Exposée à l'air, la partie de pulpe pénétrée par la soude s'oxyde tout

de suite et devient plus sombre, alors que le reste maintient sa couleur vert  jaunâtre (De

Lorenzo et al., 2000).

En général, ce traitement dure 8 à 12 heures, selon la concentration de la solution, la

température, le degré de maturation, le rapport olives/solution de soude (Garrido-Fernández et

al., 1997).

II.4.5. Lavage

Lorsque le traitement alcalin est achevé, les olives sont lavées pour éliminer la soude

résiduelle (De Castro et al., 2002; Aponte et al, 2012). La méthode varie et consiste à réaliser
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un à trois trempages des olives dans l'eau potable pendant des durées déterminées (Garrido-

Fernández et al., 1997).

II.4.6. Saumurage et fermentation

Après désamérisation et lavage, les olives sont mises dans une saumure dont la

concentration en NaCl est, généralement, comprise entre 8 et 10 %. Cette concentration

diminue pour atteindre 6% à l’équilibre (Chammen et al., 2005; Domínguez-Manzano et al.,

2012). Si cette concentration en NaCl est inférieure, il y a risque de développement

microbiologique indésirable et si elle est supérieure, les olives peuvent se rider en raison de

l'échange osmotique (Garrido-Fernández et al., 1997). Les fruits doivent être complètement

immergés dans la saumure. Au contact de l'air, des moisissures et des levures, se développent,

présentant une activité enzymatique susceptible de dégrader les olives (De Castro et al., 2002;

Alvarez et al., 2003).

Le sel détermine la sortie d'une partie du jus cellulaire riche en éléments nutritifs

indispensables pour les microorganismes, entre autre, il favorise le développement des

bactéries lactiques acidifiantes, évite le développement des germes nocifs et contribue à

l’amélioration de la saveur et la consistance des olives (Bautista-Gallego et al., 2011;

Domínguez-Manzano et al., 2012).

Au cours du saumurage, les olives subissent une fermentation lactique conduite

lentement qui finit  par être assez importante au détriment de la disponibilité des substrats

fermentescibles, teneur en sel, pH, température, aération et la présence de micro-organismes

de contamination (Tassou et al., 2002; Abriouel et al., 2011). La maitrise des processus

survenant durant cette phase d'élaboration est fondamentale pour améliorer la préparation, le

stockage et la sécurité du produit fini (Tassou et al., 2002). Divers groupes de

microorganismes sont impliqués à la fois dans la fermentation des olives de table et leur

conditionnement, déterminant la qualité et la saveur du produit fini. Cette flore hétérogène est

apportée en général par le fruit, l'eau de saumurage ou par le matériel de fermentation (Brenes,

2004; Aponte et al., 2010).

Au cours de la fermentation spontanée des olives de table de style espagnol, il y a une

succession des espèces de micro-organismes présents, qui dépend de leurs besoins nutritifs

respectifs et leurs physiologies (Rodríguez-Gómez et al., 2010; Ghabbour et al., 2011). Les

bactéries lactiques (LAB) et les levures sont les micro-organismes les plus pertinents
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(Garrido-Fernandez et al., 1997; Franzetti et al., 2011). Ces microorganismes sont en

concurrence pour être les principaux acteurs de la fermentation (Tassou et al., 2002; Aponte

et al., 2010). De nombreuses études rapportent que Lactobacillus plantarum et Lactobacillus

pentosus sont les principales espèces de LAB impliquées dans la fermentation des olives de

table (Randazzo et al., 2004;  Bevilacqua et al., 2010). La présence d'autres espèces de LAB a

été rapportée, il s’agit de Enterococcus faecium, L. rhamnosus, L. paracasei et L.

paraplantarum, mais toujours en tant qu’une population minoritaire (Randazzo et al., 2004;

Bevilacqua et al., 2010). Entre autres, des études microbiologiques ont montré que les espèces

de levure principalement identifiées des olives au style espagnol appartiennent aux genres

Saccharomyces, Pichia, Candida et Debaryomyces (Arroyo-López et al., 2008). A savoir,

Saccharomyces cerevisiae, Pichia anomala, Pichia kluyveri, Pichia membranifaciens,

Candida boidinii, Candida diddensiae (Oliveira et al., 2004; Coton et al., 2006).

 Etapes de la fermentation

Schématiquement, la fermentation se déroule en 3 phases selon la nature des micro-

organismes qui se développent (Garrido Fernández et al., 1997; Arroyo-López et al., 2008).

Une 4éme phase dite indésirable, peut survenir :

 1érephase

Cette phase dure en moyenne 7 à 10 jours, elle débute avec la mise en saumure des

olives et se termine avec le développement des bactéries lactiques (Garrido-Fernández et al.,

1997; Arroyo-López et al., 2008). Elle est caractérisée par le développement intense d'une

flore hétérogène composée de bactéries et de champignons. Les bactéries sont représentées

par les Gram négatif notamment Escherichia, Pseudomonas, Aerobacter et Aeromonas, par

les coques lactiques à savoir Leuconostoc, Pediococcus et dans une moindre mesure par des

bactéries sporulées, il s’agit de Bacillus et Clostridium. Toutefois, les moisissures sont

représentées par les genres Penicillium et Aspergillus. Ces microorganismes apparaissent dans

les premières étapes du processus (2-3 jours) en raison du pH alcalin et leur faible besoin en

éléments nutritifs (Panagou et al., 2003; Abriouel et al., 2011). Les bactéries Gram négatif

produisent des acides et du dioxyde de carbone qui induisent une diminution du pH à 6 ce qui

élicite le développement des LAB. Cependant, la population des entérobactérie qui varie de

2,6 à 3,5 log UFC/ml diminue à mesure que le pH diminue due aux acides organiques

produits par les LAB (Alves et al., 2012).
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Les coques lactiques du genre Pediococcus et Leuconostoc sont les premiers genres de

LAB à apparaître, suivie par les espèces homofermentaires, Lactobacillus pentosus et

Lactobacillus plantarum (Bevilacqua et al., 2010). Au terme de cette phase une baisse du pH

de 10 à 6, une baisse de la teneur en sel de la saumure de 10-8 % à 6-5 %, une augmentation

de l’acidité libre de 0 à 0,1-0,2 % sont notées (Campaniello et al., 2005).

 2ème phase

Cette phase dure en moyenne 10 à 15 jours, elle débute avec le développement des

bactéries lactiques et se termine par la disparition des bactéries à Gram négatif à un pH de

l'ordre de 4,5. Pendant cette phase, les bactéries lactiques qui se développent durant la 1ère

phase continuent leur croissance et dominent dans le milieu. Par contre, les Lactobacillus sont

encore en début de croissance (De Bellis et al., 2010). A la fin de cette phase, les Leuconostoc

ne tolérant pas l'acidité diminuent pour être remplacées par les espèces du genre Lactobacillus

tolérant les fortes acidités (Arroyo-López et al., 2008). Les espèces de Pediococcus se

développent au même temps que les Leuconostoc, mais elles restent toujours moins

importantes que ces dernières (De Bellis et al., 2010). Au terme de cette phase une baisse du

pH de 6 à 4,5, une stabilisation de la teneur en sel de la saumure à 5-6 %, une augmentation

de l’acidité libre de 0,2 à 0,4% sont notées (Campaniello et al., 2005).

 3ème phase

Cette phase peut durer de 1 à 3 mois durant laquelle, seule la croissance exponentielle

de  l'espèce L. plantarum et L. pentosus est révélée (Bevilacqua et al., 2010; Gallego et al.,

2013). Ces espèces montrent une synergie avec les levures avec lesquelles coexistent. En

effet, les levures peuvent améliorer la croissance de LAB par la libération des composés

nutritifs comme elles jouent un rôle clé dans la définition des profils organoleptiques grâce à

la production de composés volatils (alcools, acétate d'éthyle, acétaldéhyde). Toutefois, la

dominance de ces dernières induit une formation des poches de gaz, le ramollissement des

olives et même la génération de saveurs désagréables  (Arroyo-López et al., 2008, 2012;

Corsetti et al., 2012).

D’un point de vue biochimique, cette phase est caractérisée par la désamérisation

biologique des olives (Sabatini et al., 2009), la production des composés aromatiques

(Muriana, 1993) et bactériocines ainsi que l’accumulation de l'acide lactique responsable de la

stabilisation du produit fini grâce à son activité inhibitrice de la croissance des bactéries
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pathogènes (Lanza, 2010; Corsetti et al., 2012). L. pentosus présente une activité β-

glucosidase visible et contribue, avec les levures, au processus de désamérisation biologiques

des olives (Franzetti et al., 2011). Dans ce contexte, Servili et al. (2006) ont sélectionné une

souche de L. pentosus capable de réduire la concentration des composés amers des olives

dans les 8 premiers jours de fermentation. Landete et al. (2008) ont également noté cette

propriété chez L. plantarum. Cette activité consiste à la dégradation enzymatique de

l'oleuropéine et à la libération consécutive de glucose et d’aglycone ainsi que la conversion de

ce dernier, à son tour, à des composés non amers tels que l'acide élénolique et

l'hydroxytyrosol. Ce dernier est le composé phénolique le plus abondant présent dans la

saumure d'olives fermentées et capable d'inhiber la croissance des LAB, mais pas aux

concentrations généralement détectées dans les saumures des olives de table (Marsilio et

Lanza, 1998; Landete et al., 2008).

Une fois que les substrats fermentescibles sont épuisés, l'acidité produite atteint 0,5 à

0,7% d’acide lactique ce qui entraîne l'abaissement du pH à 4,1. Il est à considérer alors que

la phase finale de la fermentation est achevée (Abriouel et al, 2012; Randazzo et al., 2012).

 4ème phase

Cette phase est favorisée lorsque le pH n'est pas suffisamment bas. En effet, ils se

développent des espèces du genre Propionibacterium induisant l’augmentation du pH en

raison de la production d'acide acétique et propionique suite à la métabolisation de l'acide

lactique produit lors de la phase de fermentation (Heperkan et al., 2009). Ces modifications

peuvent faciliter la croissance des micro-organismes pathogènes ou d’altérations provoquant à

leur tour des détériorations connues sous le nom de «zapateria» (Cawthorne et al., 2005;

Jalava et al., 2011).

II.4.7. Conditionnement

Que la présentation se fasse dans des emballages hermétiques ou non, les olives

emballées sont stabilisées uniquement par leurs caractéristiques physico-chimiques qui

doivent être en conformités avec les bonnes pratiques de fabrication recommandées par le

COI. En effet, la commercialisation de ces produits nécessite une concentration en sel de 5 à

7% et une acidité libre exprimée en acide lactique de 0,4 à 0,7% avec un PH < 3,8 (COI,

2004). Cependant, la préférence progressive des consommateurs pour de faible concentration

en sel a modifié ces conditions et la stabilisation du produit fini par de faibles concentrations
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en sel nécessite une série d'opérations complémentaires. A l’heure actuelle, l’ajout des

acidifiants et/ou l’utilisation de la pasteurisation s’avère une bonne alternative (Díaz et al.,

2000, 2004).

II.5. Influence du procédé d’élaboration (style espagnol) sur la composition phénolique

des olives

L’influence du traitement technologique du style espagnol sur la composition

phénolique des olives a été étudiée par plusieurs auteurs. En effet, il a été rapporté que  la

désamérisation des olives par la soude engendre une diminution intensive de la concentration

des secoiridoides et la libération de l’hydroxytyrosol et de l’acide élénolique glucoside (

Domínguez-Manzano et al., 2012, Goulas et al., 2012).Tandis que la mise en saumure des

olives favorise la migration réversible des molécules hydrophiles (Mombiela, 2012). En effet,

des réductions des teneurs des olives en acide caféique et en acide p-coumarique, au cours de

cette étape ont été notées (Balatsouras, 1997).

Lors de la fermentation et le stockage, la composition phénolique change

simultanément suite à l’hydrolyse des glucosides présents initialement dans la pulpe fraiche

(Marsilio et al., 2005). La chaleur dégagée par la fermentation permet l’activation des

polyphénols-oxydases et la polymérisation des phénols en saumure (Romeo et al., 2009). En

suivant l’évolution du profil phénolique lors de la fermentation, Ben Othman et al. (2009) ont

signalé que les pertes en biophénols sont plus remarquables au niveau des olives vertes riches

en phénols simples (hydroxycinnamique, acide férulique, acide benzoique) assimilables par

les bactéries lactiques. Cependant, d’autres auteurs ont rapporté l’aptitude de L. plantarum à

dégrader l’oleuropéine, les dérivés d’acide hydroxycinnamique et les acides caféique, gallique

et protocatechique (Rodríguez et al., 2009 ; Di Cagno et al., 2013). Les enzymes

responsables de la dégradation de ces composés sont illustrées dans le tableau IX.
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Tableau IX: Quelques polyphénols dégradés par les souches de L. plantarum

(Ben Othman et al., 2009; Landete et al., 2010).

Polyphénols Enzyme impliquée Produit de dégradation

Acide caféique Polyphénols décarboxylase

Réductase

Vinyl catéchol

Ethyl-catéchol

Acide p-coumarique Polyphénols décarboxylase

Réductase

Vinyl-phénol

Ethyl phénol

Acide férulique Polyphénols décarboxylase

Réductase

Vinyl gaïacol

Ethyl gaïacol

Acide gallique Décarboxylase Pyrogallol

Acide protocatechique Décarboxylase Catéchol

Oleuropéine Β-glucosidase Hydroxytyrosol
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I.1. Matériel végétal

Les variétés d’olives retenues pour cette étude sont d’origines locales, implantée à

l’Institut Technique de l’Arboriculture Fruitière et de la Vigne (I.T.A.F.V), situé à Takerietz,

commune de Souk-Ouefella, Wilaya de Bejaia. Des échantillons commerciaux de deux

variétés (Sevilla et Sigoise) d’olives de table sont utilisés dans notre expérimentation.

L’origine et les phénotypes multi-caractères des variétés sont présentés dans le tableau X.

I.2. Echantillonnage et élaboration des olives vertes

Les échantillons d’olive sont issus des fruits récoltés manuellement et à hauteur

d’Homme sur toute les frondaisons sur le site de l’I.T.A.F.V durant la campagne oléicole

2013-2014.

Après triage et calibrage, les olives ont été  transportées au laboratoire dans la même

journée. La moitié de la quantité d’olives de chaque variété a  été élaborée selon le style

espagnol. 2 kg  d'olives ont été plongé dans une solution de soude à 1,5 % (p/v)  à raison d’un

litre et demi de lessive par kilogramme d’olives jusqu'à pénétration de la soude aux 2/3 de la

chair suivie une étape de lavage comprenant trois trempages dans de l'eau potable de durées

respectives 8, 8 et 12 heures. Les olives sont ensuite mises dans des cuves de fermentation

avec la saumure, dont la concentration en chlorure  de sodium est de 8%. Toutes les

fermentations lactiques spontanées ont été maintenues à température ambiante pendant une

période globale de 4 mois jusqu’à réduction du pH à 4,5.

Les échantillons d’olives (fraiches et confites) ont été lyophilisés, broyés et tamisés

(ᴓ=1mm). Les poudres ainsi obtenues ont été conservées au congélateur, dans des flacons en

verre fumé bien scellés.
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Tableau X : Régions d’origine et phénotypes multi-caractères des variétés d'olivier étudiées

PM: Poids Moyen.

Variétés Régions
d'origine

Phénotypes multi-caractères

Azzeradj Bejaia
(Seddouk)

Variété à double utilisation, gros fruit (PM= 5,56g) au sommet
pointu et à la base tronquée, de couleur vert jaunâtre avec un noyau
arrondie et symétrique.

Azzeradj Bejaia
(Tazmalt)

Fruit de taille moyenne (PM= 4,02g) de forme allongée, au sommet
pointu et à la base arrondie.

Bouchouk Bejaia
(Sidi Aich)

Fruit de taille moyenne (PM= 3,07g) de forme allongée, légèrement
asymétrique, avec un noyau mince.

Grosse du
Hamma

Bejaia
(Sidi Aich)

Gros fruit (PM=7,46g) de forme allongée, légèrement asymétrique,
au sommet pointu et base tronquée, de couleur vert avec de taches
blanches.

Gordal Bejaia
(Seddouk)

Gros fruit (PM=8,47g) au sommet pointu et à la base tronquée avec
un noyau long et fin.

Teffahi Bejaia
(Seddouk)

Gros fruit (PM= 6,46g) de forme arrondi et symétrique de couleur
vert jaunâtre avec un mince noyau.

Manzanilla Bejaia
(Sidi Aich)

Variété destinée principalement à la production d’olives de table,
fruit de taille moyenne (PM=3,85g) de forme ovoïde et légèrement
asymétrique.

Sigoise Mascara
Fruit de taille moyenne (PM= 4,60g) de forme allongée, asymétrique,
au sommet pointu et à la base tronquée, de couleur vert jaunâtre avec
un noyau elliptique.

Sevilla Bejaia
(Seddouk)

Très gros fruit (PM= 10,6g) de forme ovoïde, au sommet pointu et à
la base arrondie, de couleur vert brun, avec un noyau elliptique et
asymétrique.

Vasilicada Bejaia
(Sidi Aich)

Gros fruit (PM=5,41g) de forme allongée, asymétrique, au sommet
pointu et à la base tronquée, de couleur vert jaunâtre avec un noyau
elliptique.
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I.3. Techniques d’analyse

I.3.1. Déterminations sur les olives

I.3.1.1.Teneur en eau des olives

L’humidité des fruits a été déterminée en calculant la différence entre le poids de

l’échantillon humide et celui de l’échantillon séché Tovar et al.  (2002).

Un échantillon de matière fraîche de 5 g a été mis à sécher à 105°C pendant 48 h,

celui-ci a été régulièrement pesé après refroidissement au dessiccateur jusqu’à l’obtention

d’un poids constant. Les résultats sont exprimés en pourcentage de poids sec au moyen de la

formule ci- après :

H: humidité des fruits exprimée en pourcentage.

P et PS: poids du creuset plus la prise d’essai avant et après séchage, respectivement.

P0: poids du creuset vide.

I.3.1.2. Dosage des sucres réducteurs

Les sucres réducteurs ont été dosés par la méthode de Miller (1959). Les sucres

réduisent l'acide 2,3-dinitrosalicylique (DNS) en acide 3-amino-5-nitrosalicylique, à chaud, le

produit de la réaction en milieu basique développe une coloration jaune orangée avec un pic

d'absorption à 546 nm.

 Préparation du réactif

3,5 g de DNS ont été dissouts dans 20 ml de NaOH (2N). Après 12h, 50 ml d'eau

distillée ont été rajoutées et homogénéisées après avoir ajouté 30g de tartrate de sodium et de

potassium. La préparation a été ajustée à 100 ml et gardée à l’obscurité.

 Dosage

1g d'olive a été macéré dans 50 ml d'eau distillée à 20°C pendant 30min puis filtré.

1ml du réactif a été rajouté au même volume du filtrat. Le mélange a été porté à ébullition

pendant 10 min et refroidi rapidement. Après addition de 8 ml d'eau distillée, le contenu des

tubes a été homogénéisé, puis analysé contre un blanc à 546 nm. La courbe d’étalonnage a été

réalisée avec une solution de glucose de 0,2 à 2g/l et les résultats sont exprimés en g équivalent

de glucose par kg de matière sèche (annexe 01).

H% = [(P – PS) / (P – P0)]*100
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I.3.1.3. Extraction et dosage des polyphénols totaux

Les polyphénols totaux sont dosés par le suivi de leur capacité à réduire les acides

Phosphotungstiques (H3PW12O40) et phosphomolybdiques (H3PMO12O40), contenus dans le

réactif de Folin-Ciocalteu en oxydes de tungstène et molybdène. Ces derniers présentent une

coloration bleutée mesurée à 725 nm proportionnelle à la quantité des polyphénols présents

dans les échantillons (Singleton et al., 1999).

 Extraction

L’extraction des polyphénols a été  réalisée suivant le protocole de McDonald et al.

(2001). 5 g d’échantillon lyophilisé ont été macérés avec 17,5 ml du méthanol à 80% et agités

pendant et 20 min. La préparation a été centrifugée à 3000 rtp/5min, puis lavée avec 2x15 ml

d’hexane.

 Dosage

La teneur en polyphénols totaux a été déterminée selon la méthode décrite par Borzillo

et al. (2000). 0,1 ml de l’extrait phénolique a été ajouté à 0,5ml de réactif de Folin-Ciocalteu.

Après 5 min d’incubation à température ambiante, le mélange a été additionné de 4 ml de

carbonate de sodium (Na2CO3) à 20 %. Le mélange a été porté à un volume final de 10 ml par

de l’eau distillée. Apres incubation pendant 90 min à l’obscurité, la préparation a été

centrifugée à 1500 rtp/15min puis analysée à 725 nm contre un blanc dont l’extrait phénolique

est remplacé par le même volume du méthanol à 80%.

La concentration en phénols est calculée grâce à une courbe d’étalonnage réalisée avec

de l’acide gallique (0-0,75 mg/ml). Les résultats sont exprimés en mg d’équivalent d’acide

gallique par 100g de matière sèche (annexe 02 (a)).

I.3.1.4. Dosage des ortho-diphénols

Le contenu en ortho-diphénols des extraits est mesuré par une méthode colorimétrique

en utilisant le réactif de molybdate. Ce réactif forme un complexe diphénols- molybdate ayant

un maximum d’absorption à 370 nm (Djeridane et al., 2006). La concentration en ortho-

diphénols des extraits phénoliques a été déterminée selon la méthode décrite par Bendini et al.

(2003).

4ml d’extrait phénolique ont été ajoutés à 1ml de la solution de molybdate de sodium

dihydraté à 5% dans l’éthanol-eau à 50% (V/V). Après 15min, l’absorbance est mesurée à

370nm contre un blanc (éthanol-eau à 50% + extrait à analyser). La concentration en ortho-

diphénols est calculée grâce à une courbe d’étalonnage réalisée avec une gamme étalon avec
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de l’acide caféique (0-0,028 mg/ml) et les résultats sont exprimés en mg équivalent d’acide

caféique/100 g de matière sèche (annexe 02 (b)).

I.3.1.5. Dosage des flavonoïdes

La quantification des flavonoïdes a été effectuée par la méthode au trichlorure

d’aluminium (AlCl3) en suivant le protocole de Djeridane et ses collaborateurs (2006). La

réaction consiste en  la formation d’une liaison covalente entre le trichlorure d’aluminium et

les groupements hydroxyles (OH) des flavonoïdes produisant un complexe de couleur  jaune

mesurée à 430 nm.

1,5 ml de la solution d’AlCl3 (2% dans le méthanol) ont été ajoutés au même volume

d’échantillon. Après 10min d’incubation, l’absorbance a été  mesurée contre un blanc à 430 nm.

La teneur en flavonoïdes est calculée grâce à une courbe d’étalonnage réalisée avec de la

quercétine (0-0,4 mg/ml) et les résultats sont exprimés en mg équivalent de quercétine /100 g de

matière sèche (annexe 02 (c)).

I.3.1.6. Détermination des phénols des olives par HPLC

Le dosage des composés phénoliques a été réalisé par HPLC (Chromatographie

liquide Shimadzu LC-10ADVP). La séparation chromatographique a été réalisée sur  une

colonne en phase inverse: Spherisorb S5 ODS-3 (250 mm x 4,6 mm di). Le système de

solvant utilisé est un gradient de solvant A (eau: acide trifluoroacétique, 97: 3, v / v), et le

solvant B (acétonitrile: méthanol, 80:20, v / v)  à un débit de 1 ml / min.  La quantification des

pics a été effectuée à 279 nm. Les principaux composés phénoliques ont été identifiés par

comparaison avec les temps de rétention relatifs de composés purs, si possible, ou en

comparant l'ordre d'élution et les spectres UV par rapport à ceux rapportés dans la littérature

(Brenes et al., 2000, Rovellini et Cortesi, 2002).

I.3.2. Déterminations du pouvoir antimicrobien des olives

Deux méthodes différentes ont été employées pour évaluer l’effet antimicrobien des

différents extraits méthanoliques des olives. Il s'agit de la méthode de diffusion à partir d’un

disque de papier (Essawi et Srour, 2000) qui permet la mise en évidence de l’activité

antimicrobienne des extraits et la méthode des microdilutions (Billerbeck et al., 2002) qui a
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pour objectif la détermination des CMIs (concentrations minimales inhibitrices) à partir d'une

gamme de concentrations du produit dans le milieu de culture.

I.3.2.1. Souches microbiennes testées

L’évaluation de l’activité antimicrobienne relative aux extraits méthanoliques des

olives  retenues dans le cadre de cette étude a été étudiée vis-à-vis de 8 souches bactériennes

choisies pour leur fréquence élevée à contaminer les denrées alimentaires et pour leur

pathogénicité.

Les souches utilisées proviennent de la collection du laboratoire de la microbiologie

appliquée de l'université de Bejaia (tableau XI). Elles sont responsables de nombreuses

maladies qui affectent actuellement l’homme, les animaux et qui, dans certaines conditions, se

comportent en contaminants, provoquant ainsi d’importantes mycoses, des allergies et des

intoxications.

Tableau XI: Souches microbiennes testées et leur pathogénicité.

Gram positif

Bactérie Référence Pathogénicité Référence bibliographique

B. subtilis ATCC 6633 --

L. innocua CLIP74915 Listériose glandulaire et typhoïdique.

méningo-encéphalites, gastro-entérite fébrile.

Doganay, 2003

S.aureus ATCC 6538 Infections cutanées, endocardites,

pneumopathies, infections neuro méningées,

toxi-infection alimentaire.

Chambers, 1997

SARM ATCC 43300 Infections neuro méningées, septicémie. Mena et Gerba, 2009

Gram négatif

A.baumannii 610 Infections nosocomiales, pneumonies

associées à des bactériémies.

Nataro et Kaper, 1998

E. coli Nalidixic Acid

Resistant (NAR)

Gastro-entérites, infections urinaires,

méningites, septicémies.

Nataro et Kaper, 1998

K. pneumoniae ATCC 25922 Pneumonies nosocomiales, septicémies,

infections urinaires, infections hépatiques,

endocardite, péritonite, cholécystite aiguë.

Janda et Abbott, 2006

P. aeruginosa ATCC 27853 Pneumonie nosocomiale, endocardite,

infections urinaires, inflammation de la

cornée et perte d’acuité visuelle.

Mena et Gerba, 2009

ATCC: American Type Culture Collection, CLIP: Collection Listeria Institut Pasteur. –: espèce inoffensive.
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I.3.2. 2. Test de sensibilité aux extraits d’olives

L’activité antimicrobienne des extraits méthanoliques d'olive est évaluée par la

méthode de diffusion sur milieu gélosé (antibiogramme). Cette technique repose sur la diffusion

du composé antimicrobien en milieu solide. L’effet du produit antimicrobien sur la cible est

apprécié par la mesure d’une zone d’inhibition, et en fonction du diamètre d’inhibition la souche

du microorganisme sera qualifiée de sensible, d’intermédiaire ou de résistante. Il est à noter que

dans la technique de diffusion il y a compétition entre la croissance du microorganisme et la

diffusion du produit à tester (Denis et al., 2007). Le protocole suivi pour réaliser cet

antibiogramme est rapporté par plusieurs auteurs (Bisignano et al., 1999; Canadanovic-Brunet et

al.,2008; Kappel et al., 2008)

 Standardisation des inocula bactériens

La taille de l'inoculum bactérien est susceptible de modifier largement les résultats

des tests de détermination de la sensibilité in vitro pour de nombreux antibiotiques et chez de

nombreuses espèces bactériennes (Garrabé et al., 1998). C'est pour cela que la standardisation

de l'inoculum bactérien est un facteur qui contribue de façon essentielle à la qualité des

résultats de l'antibiogramme.

Une suspension bactérienne de quelques colonies d'une culture fraîche (18 heures)

préparée dans de l'eau physiologique a été soumise à un balayage entre 380-780 nm. La

longueur d'onde d’absorbance maximale a été déterminée pour chaque souche.

A partir de la suspension bactérienne initiale préparée à une absorbance de 0,50, une

série de dilutions décimales a été effectuée (10-4 jusqu'à 10-8). Un volume de 0,1 ml de chaque

dilution est ensemencé en surface avec un râteau étaleur sur gélose PCA, des dénombrements

ont été effectués après incubation à 37°C pendant 24 heures.

 Préparation de l’inoculum

Les souches bactériennes à tester ont été ensemencées dans des boites de Petri

contenant de la gélose nutritive. Après 18h d’incubation à 37°C, des suspensions microbiennes

d’une densité optique de 0.50 ont été préparées, pour chaque souche, dans 9 ml d’eau

physiologique stérile.

 Ensemencement et dépôt des disques

Des disques de papier wattman de 6mm de diamètre ont été imbibés de 20μl des

extraits méthanolique des olives, soit une concentration de 2,1mg par disque, puis placés à la
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surface de la gélose Mueller Hinton sèche (annexe 03 (a)), inoculée au préalable par

écouvillonnage d'une suspension bactérienne contenant approximativement 106 UFC/ml. Après

incubation à 37°C pendant 24 heures, la présence autour des disques d’une zone d’inhibition

circulaire dans laquelle il n’y a pas de croissance de micro-organismes dénote la sensibilité de

ceux-ci à cet extrait. La sensibilité a été évaluée en mesurant le diamètre d’inhibition.

Les résultats obtenus sont comparés à ceux du méthanol à 80% testés sur les mêmes

souches et par le même protocole.

I.3.2.3. Détermination des CMIs et CMBs sur milieu solide

Il s’agit de déterminer les plus petites concentrations aux quelles les extraits présentent

encore une activité antibactérienne visible à l’oeil nu (Billerbeck et al., 2002). Les

concentrations minimales inhibitrices des extraits méthanolique des olives ont été déterminées

selon la méthode décrite par Tunçel et Nergiz, (1993), dont le principe consiste à mettre un

inoculum bactérien standardisé au contact de concentrations croissantes d’extrait. La CMI de

chaque souche est déterminée par l'inhibition de la croissance sur le milieu contenant la plus

faible concentration d'extrait.

 Préparation des boîtes

Une série de dilutions d’extrait  méthanolique de raison géométrique de 0,4 a été

réalisée en gélose Mueller Hinton en surfusion avec une solution-mère d’extrait à 25 mg/ml

(annexe 03 (b)). Après homogénéisation, le mélange (Mueller Hinton + extrait méthanolique)

a été coulé sur boite de Petri puis séché pendant 30 minutes à 37° C.

 Ensemencement

Après solidification, l'inoculation des géloses, contenant l’extrait ou non (témoin)

est effectuée en surface, sous forme de spot de 1μl de suspension bactérienne (106 UFC/ml). La

lecture du résultat a été effectuée après 24h d’incubation à 37C°. La  CMI a été déterminée

comme étant la plus faible concentration d’extrait pour laquelle aucune croissance n'est visible

comparativement au témoin sans extrait. Des témoins de croissance et de stérilité du milieu sont

réalisés pour chaque souche et chaque série d'essais.

Les concentrations minimales bactéricides (CMBs), ont été révélées par

ensemencement des tubes de bouillon nutritif à partir des prélèvements effectués au niveau des

spots où il n’y a pas de croissance, l’absence de trouble après 24 h d’incubation à 37 C° indique

un effet bactéricide de l’extrait testé.
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I.4.Etude statistique

Chaque analyse a été réalisée en trois reprises et les résultats représentent la

moyenne des trois mesures. Les données ainsi obtenues à partir de différentes variétés étudiées

ont été comparées en appliquant une analyse de la variance (ANOVA) suivie du test de

Newman-keuls à l’aide d’un logiciel STATISTICA 5.5. Le degré de signification des résultats

est pris à la probabilité p<0,05. Les coefficients de corrélation de PEARSON sont réalisés avec

le même logiciel.



Chapitre II: Résultats et discussion
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II.1. Déterminations sur les olives

II.1.1.Teneurs en eau

Les teneurs en eau des fruits révèlent une différence significative (p<0,05) entre les

différentes échantillons analysés (figure 07). Pour les olives fraiches, la variété Teffahi

enregistre la plus faible teneur en eau estimée à 54,05%. Tandis que la teneur la plus élevée

est enregistrée pour la variété Sevilla (76%). Pour les olives, une humidité supérieure à 50%

favorise un bon déroulement des réactions biochimiques qui s’y produisent (Sanchez-Casas et

al., 1999).

Figure 07: Teneur en eau des échantillons d’olive.

*Les valeurs portant des différentes lettres présentent une différence significative (p<0,05) ;

* Les barres verticales représentent les écarts types avec a<b.

Les différences significatives en humidité notées pour certaines variétés ne peuvent

pas être attribuées aux conditions environnementales ni à l’effet de maturation,  mais peuvent

être reliées au processus métabolique qui pourrait survenir à l'intérieur des fruits qui est

d’après Leonardi et Macciola, (2002) caractéristique de chaque variété.

Après élaboration, une augmentation allant de 2,06 (Gordal, Azzeradj de

seddouk) à 7,91% (Teffahi) de l’humidité est notée. Cette augmentation est justifiée par

l’établissement d’un échange hydrique entre la matrice végétale et la saumure. Par ailleurs, les
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fluctuations de valeurs sont bien corrélées avec la perméabilité et l’épaisseur de l’épicarpe

caractéristique pour chaque cultivar (Poiana et Romeo, 2006). Les variétés commerciales

présentent des teneurs proches de nos olives confites.

II.1.2. Teneur en sucres réducteurs

L’analyse statistique des résultats relatifs aux sucres réducteurs montrent que ces

composés sont influencés significativement par le facteur variétal et la technologie

d’élaboration. Toutefois des différences non significatives ont été enregistrées entre les

variétés Gordal, Grosse du Hamma, Manzanilla et Sigoise et entre Azzeradj de Seddouk et

Vasilicada (figre08).

Les teneurs en sucres réducteurs obtenues pour les olives fraiches oscillent entre

241,19 g/kg MS (Bouchouk) et 62,74g/kg MS (Teffahi).

Figure 08: Teneur en sucres réducteurs des échantillons d’olive.
*Les valeurs portant des différentes lettres présentent une différence significative (p<0,05) ;

* Les barres verticales représentent les écarts types avec a<b.

Après élaboration, ces teneurs chutent d’une manière spectaculaire pour atteindre 1,8

et 2,66g /kg MS pour les variétés Azzeradj  de Seddouk et Grosse du Hamma, respectivement.

Les pourcentages de perte enregistrés pour ces deux variétés sont estimés à  98,43% et

97,48%, respectivement. Quant aux restes des variétés, les pourcentages de pertes sont

compris entre 95,69% (Bouchouk) et 81,34% (Teffahi). Les résultats obtenus sont
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comparables à ceux rapportés par Kiai et Hafidi, (2014) qui ont notés des pourcentages de

pertes en ces composés estimés à 79,39% et 75,70% pour les variétés Gordal et Ascolana

Marocaine, respectivement.

La diffusion des sucres dans la saumure semble être à l’origine de ces pertes.

Cependant, l’intensité de cette diminution reste selon Garrido-Fernandez et al. (1997)

fortement dépendante de la perméabilité de l’épicarpe de la variété d’olive conséquente au

traitement alcalin. Par ailleurs, Skevin et al. (2003) ont signalé que la teneur en sucres a

tendance à diminuer avec la progression de la fermentation lactique. En effet, d’autres

composés se forment, en l’occurrence l’acide lactique. Une forte corrélation est établie entre

l’apparition de ce dernier et la consommation des sucres et confirmée par les travaux de Kiai

et Hafidi, (2014).

Les teneurs en sucres réducteurs des olives confites des variétés Sevilla et Sigoise

préparées au laboratoire sont presque comparables à celles des échantillons commerciaux

pour les mêmes variétés.

II.1.3. Teneurs en polyphénols totaux

Les résultats obtenus présentés dans la figure 09 montrent que le contenu en

polyphénols totaux des olives analysées est fortement influencé par les facteurs variété et

technologie d’élaboration. Des différences significatives ont été enregistrées entre tous les

échantillons (p<0,05) sauf entre les variétés Gordal et Manzanilla fraiches.

Les teneurs en polyphénols totaux les plus élevées pour les olives fraiches

correspondent à la variété Azzeradj de Seddouk avec une teneur de 2549,3 mg /100g MS. Elle

est environ 3 fois plus élevée que celle enregistrée pour la variété Grosse du Hamma qui

montre la plus faible teneur (975,3 mg/100g MS). Les variétés Gordal (2128,7 mg /100g MS)

et Manzanilla (2092,8 mg/100g MS) contiennent aussi des quantités appréciables. Ces

variations des teneurs en polyphénols sont  principalement liées à la variété (Malheiro et al.,

2011).

Nos résultats concordent avec ceux obtenus par Benlarbi, (2004) pour des extraits

d’olive cultivée au nord-ouest Algérien, dont le contenu phénolique varie entre 431,6 et 2288

mg/100g MS. Une étude similaire réalisée par Bisset, (2011) a montré que trois variétés

d’olive de l’Est Algérien, à savoir Chemlali, Farhi et Beskri possèdent un contenu phénolique

de 1919; 2664 et 2931mg/100g MS, respectivement. En comparaison aux variétés Grecs et

Portugaises, les contenus phénoliques de nos variétés sont nettement supérieurs à ceux



Partie expérimentale Résultats et discussion

39

rapportés par Boskou et al. (2006) et Malheiro et al. (2011), qui oscillent entre 82 et 171mg

/100g MS. Ceci peut être expliquées par l’effet de la zone géographique oléicole (Mousa et

al., 1996) et/ou par la différence du  solvant d’extraction (Kayel et al., 1994;  Sousa et al.,

2008; Conde et al.,  2008).

Figure 09: Teneur en polyphénols totaux des échantillons d’olive.

*Les valeurs portant des différentes lettres présentent une différence significative (p<0,05) ;

* Les barres verticales représentent les écarts types avec a<b.

Les teneurs en polyphénols totaux enregistrées pour les olives confites oscillent entre

107,54 et 987,31mg/100g MS pour les variétés Azzeradj de Seddouk et Vasilcada,

respectivement. Les pourcentages de pertes en composés phénoliques des différents

échantillons varient de 36 à 96%.  Les variétés Azzeradj de Seddouk (96%) et Grosse du

Hamma (82%) marquent des pourcentages de perte en polyphénols les plus élevés. Elles

semblent être les variétés les plus vulnérables au traitement d’élaboration. Ceci peut être alors

justifié par la dissimilitude des caractéristiques intrinsèques en termes de caractères

pomologiques et la composition de la microflore de chaque variété. D’après Poiana et

Romeo, (2006),  la vitesse de diffusion des molécules polaires dans la saumure est bien

corrélée avec la perméabilité et l’épaisseur de l’épicarpe ainsi que la teneur en matière sèche

et grasse propre à chaque variété. De plus,  Landete et al. (2010) rapportent que la

fermentation et la désamérisation biologique sont des facteurs inducteurs d’une réduction du

contenu phénolique dont la cinétique est fortement influencée par la composition de la

microflore correspondante à chaque variété.
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L’analyse de la variance des teneurs en polyphénols de nos olives confites et celles des

échantillons commerciaux pour les mêmes variétés (Sigoise, Sevilla ) n’a révélé aucune

différence significative (p<0,05) pour la variété Sigoise. Tandis que l’extrait de la variété

Sevilla est plus riche en polyphénols totaux  que l’échantillon commercial.

II.1.4. Teneurs en ortho-diphenols

L'analyse de la variance montre une différence significative (p<0,05) dans les

teneurs en ortho-diphénols au sein de la gamme variétale testée. Néanmoins, aucune

différence significative (p<0,05) n’est relevée entre Gordal, Sevilla et Manzanilla ni entre

Teffahi et Grosse du Hamma, à l’état frais. Les teneurs en ortho-diphénols enregistrées pour

les olives fraiches (figure10) oscillent entre 1045,01 et 364,86 mg/100g MS, dont les limites

supérieures et inférieures sont attribuées, respectivement, aux variétés Azzeradj de Seddouk et

Azzeradj de Tazmalt.

Figure 10: Teneur en ortho-diphénols des échantillons d’olive.

*Les valeurs portant des différentes lettres présentent une différence significative (p<0,05) ;

* Les barres verticales représentent les écarts types avec a<b.

Quant à l’état élaboré, ces variétés montrent des valeurs allant de 243,13 à 19, 66

mg/100g MS, dont les limites supérieures et inférieures sont attribuées, respectivement, aux

variétés Gordal et Azzeradj de Seddouk. Il est à noter que la variété Azzeradj de Seddouk

renferme la teneur la plus importante en ortho-diphenols à l’état frais bien qu’elle enregistre
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la teneur la plus faible après élaboration, ce qui coïncide avec la constatation ultérieure

concernant la sensibilité de cette variété à la technologie d’élaboration selon le style espagnol.

Il apparait que l’élaboration des olives suivant le style espagnol entraine des

pertes plus importantes en ortho-diphénols que celles enregistrées pour les polyphénols totaux

qui sont évoquées en ordre décroissant comme suit : 98,11% ; 94,14%; 90,57 %; 82,94 %;

76,98% ; 74,81% ; 72,67% ; 69,81% ; 60,06% pour les variétés Azzeradj de Seddouk, Grosse

du Hamma, Manzanilla, Azzeradj de Tazmalt, Teffahi, Sigoise, Sevilla, Bouchouk, Gordal et

Vasilicada, respectivement. Selon Kahouli, (2010) et Uylaşer et Yıldız, (2013), cela peut être

justifié par la diffusion irréversible des molécules hydrophiles, notamment, l’hydroxytyrosol,

hydroxytyrosol 1-glucoside, hydroxytyrosol 4-glucoside, et l’acide caféique à cause de leur

oxydation en conditions alcalines (López et al., 2008). En plus, de leur brunissement par

polymérisation chimique (Issaoui et al., 2011) et leur biodégradation enzymatique via les

polyphénols oxydases et les peroxydases (Piscopo et al., 2014).

La comparaison des olives confites élaborés (Sevilla, Sigoise) avec les

échantillons commerciaux, fait ressortir  que l’extrait de la variété Sevilla est plus riche en

ortho-diphénols que l’échantillon commercial et l’échantillon commercial de Sigoise

renferme une teneur plus élevée que celle notée pour notre échantillon élaboré.

Globalement, les pertes en ortho-diphénols sont presque proportionnels aux pertes

en polyphénols, une corrélation linéaire (r=0,95) est notée entre les deux dosages.

Les rapports logiques ortho-diphénols/polyphénols totaux présentés sur la figure

11 montrent des variations qui peuvent expliquer les pertes enregistrées après l’élaboration

des olives, exception faite  pour la variété Gordal qui montre une élévation de 10% liée à la

teneur initiale en polyphénols totaux, tandis que la variété Teffahi garde le même quotient.

Ces rapport permettent de dire que la variation des teneurs en ortho-diphénols est relative à

celle des polyphénols cela peut être expliqué par la prépondérance des ortho-diphénols dans

les extraits phénoliques des olives vertes.
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Figure 11: Quotients ortho-diphénols/polyphénols totaux des échantillons d’olive.

II.1.5. Teneur en flavonoïdes

Les résultats obtenus présentés sur la figure 12, montrent que le contenu en

flavonoïdes des extraits d'olive fraiches et confites varie fortement d’un échantillon à un autre

(p<0,05).

Concernant les olives fraiches, Les teneurs en flavonoïdes enregistrées oscillent

entre 87, 03 et 13,01 mg /100g MS. Les plus importantes teneurs sont celles correspondantes

aux variétés Sigoise (87,03 mg /100g MS), Azzeradj de Seddouk (80,25 mg /100g MS). Elles

sont environ 7 fois plus élevées que celles enregistrées pour la variété Grosse du Hamma qui

montre la plus faible teneur (13,01 mg /100g MS). Cependant ces valeurs sont inférieurs aux

résultats trouvés par Benlarbi, (2004) pour les mêmes variétés cultivées au nord-ouest

Algérien qui varie selon cet auteur entre 214 et 260 mg/100g MS. Ces variations, observées

peuvent être dues à la différence de degré de maturité des olives et les conditions

pédoclimatiques et du solvant d’extraction (Sousa et al., 2008; Conde et al., 2008). En effet,

les olives issues des oliviers cultivés à une faible altitude et à haute température, se montrent

plus riches en flavonoïdes (Arslan et Özcan, 2010; Brahmi et al., 2014).
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Figure 12: Teneur en flavonoïdes des échantillons d’olive.

*Les valeurs portant des différentes lettres présentent une différence significative (p<0,05) ;

* Les barres verticales représentent les écarts types avec a<b.

Après élaboration, les teneurs en flavonoïdes enregistrées oscillent entre 48,52

et 5,23 mg/100g MS. Les plus importantes teneurs sont celles correspondantes aux variétés

Gordal (48,52 mg /100g MS) et Azzeradj de Tazmalt (41,96 mg /100g MS). Alors que la

variété Azzeradj de Seddouk (5,23mg /100g MS) marque la plus faible teneur. Les pertes en

flavonoïdes tributaire du procédé d’élaboration sont de l’ordre de 93,44 % (Azzeradj de

Seddouk); 73,20% (Sevilla); 68,30% (Sigoise); 62,04 % (Bouchouk); 59,21% (Vasilicada)

52,45% (Manzanilla); 12,97% (Azzradj de Tazmalt) et 10,91% (Grosse du Hamma). Il

apparait que les variétés Grosse du Hamma et Azzradj de Tazmalt sont les plus résistantes en

terme de perte en ces composés, car elles marquent les pourcentages de perte les plus faibles

(10,91 et 12,97 %, respectivement). Alors que la variété Gordal manifeste un bouleversement

en flavonoïdes entre l’état frais et élaboré, elle marque une élévation de 32,19% de la teneur

en flavonoïdes après élaboration. Les pertes enregistrées en flavonoïdes sont moins

prononcées comparativement à celles en ortho-diphenols. Selon Bastoni et al. (2001), ceci

peut être relié à leurs polarités, poids moléculaire et leurs états physiques dans la pulpe. Nos

résultats sont en accord avec ceux présentés par Hurtado et al. (2009) et Kiai et Hafidi,

(2014) qui dévoilent 60% de perte en flavonoïdes pour les variétés Marocaines (Ascolana,

Sevillana, Languedoc Picholine). D’après Kiai et Hafidi, (2014), la diffusion des flavonoïdes
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est dépendante des cultivars, elle est rapide au stade primaire de fermentation mais reste lente

à la fin du procédé, contrairement aux ortho-diphenols.

La comparaison des teneurs en flavonoïdes de nos olives confites et celles des

échantillons commerciaux pour les mêmes variétés fait ressortir que nos olives confites sont

plus riches en ces composés que les échantillons commerciaux avec des différences estimées à

22,6% pour la variété Sigoise et 32,8% pour la variété Sevilla.

En complément, une corrélation linéaire (r=0,76) a été observée entre les teneurs

en polyphénols totaux et celles correspondantes aux flavonoïdes.

Les fractions flavonoïdes/polyphénols totaux rapportés dans la figure13 sont

relativement faibles en comparaison avec celles enregistrées pour les ortho-diphénols. Ce qui

laisse dire que la variation des flavonoïdes n’est pas relative à celle des polyphénols, ceci peut

être expliqué par la prépondérance des polyphénols non flavonoïdiques (acides phénoliques,

alcools phénoliques, secoiridoides…) dans les olives vertes. Ce qui coïncide avec les

conclusions rapportées par Ryan et al. (1999) et Obied et al. (2008) dévoilant que les

flavonoïdes ne constituent pas les composés majoritaires des polyphénols totaux des olives

vertes.

Figure 13: Quotients flavonoïdes/polyphénols totaux des échantillons d’olive.
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II.1.6. Identification des composés phénoliques par HPLC

L’analyse qualitative des composés phénoliques par HPLC a été réalisée seulement

pour sept variétés parmi l’ensemble des variétés étudiées notamment Azzeradj de Seddouk,

Gordal, Sevilla, Sigoise, Teffahi, Bouchouk et Azzeradj de Tazmalt.

Les résultats obtenus pour les olives fraiches montrent (tableau XII) des profils

phénoliques relativement similaires en terme qualitatif mais différents du point de vue

quantitatif, avec un nombre considérable de constituants. Cependant ces profils montrent un

bouleversement dans leur composition entre l’état frais et l’état confit, car des différences

significatives ont été notées (p<0,05). Le profil en composés phénoliques révèlé pour

l’ensemble des variétés d’olives fraiches est le suivant:

 Les secoiridoides : ligstroside,  oleuropéine et dérivés.

 Les flavonoïdes : quercitine -3galactoside.

 Alcools phénoliques : hydroxytyrosol, tyrosol,  hydroxytyrosol-4’β-O-glucoside.

 Acides phénoliques : verbascosides et dérivés,  dérivés de l’acide caféique.

Ce profil est similaire à celui observé par d’autres auteurs pour des variétés Tunisiennes (Ben

Othman et al., 2009), Turques (Sahan et al., 2013) et Italiennes (Piscopo et al., 2014).

L’oleuropeine est le composé phénolique majoritaire des olives fraiches, sa proportion

varie entre 25,43% (Sevilla) et 39,10% (Gordal). Cette constatation coïncide avec les résultats

rapportés par  Ben Othman et al. (2009).  La variété Azzeradj de Seddouk renferme la teneur

la plus élevée (994,267mg/100g MS), tandis que la variété Bouchouk ne présente aucune

trace de ce composé. Ces fluctuations des teneurs en ce composé sont reliées au processus

métabolique qui pourrait survenir à l'intérieur des fruits et qui est d’après Leonardi et

Macciola, (2002) caractéristique de chaque variété. Après élaboration des olives, la teneur en

oleuropeine diminue d’une maniéré spectaculaire pour atteindre une concentration nulle,  due

à sa dégradation alcaline et son hydrolyse par la flore microbienne indigène de l’olive

(Brainte et al., 2000). Toutefois, la variété Sigoise préserve une teneur en oleuropeine estimée

à 184,29 mg/100g, probablement due à une dégradation partielle de ce composé, suite à une

désamerisation insuffisante.

Les variétés étudiées renferment des teneurs nettement plus élevées en oleuropeine

par rapport aux variétés Tunisiennes (Ben Othman et al., 2009), Turques (Sahan et al., 2013)

et Italiennes (Piscopo et al., 2014); ceci confirme l’influence du cultivar et de l’origine

géographique sur le contenu phénolique des olives.
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Azzeradj de Seddouk          Gordal SevillaSevilla               Sigoise Teffahi Bouchouk Azzeradj de
Tazmalt

Composés phénoliques
(mg/100g MS)
Oleuropeine F : 994, 267±26,64g

C : 0, 00±0,00 a
836,42±40,56f

0,00±0,00 a
563,66±15,43 e

0,00±0,00 a
433 ,03±0,00 d

184,29±49,27 d
270,16±81,29c

0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
427,03 ±24,71d

0,00 ±0,00a

Oleuropeine -der F : 375, 63±0,23 f

C : 0, 00±0,00 a
164,62±5,53 d

233,23±13,68e
164,51±11,34 d

129,15±54,85 cd
167,79±0,00 d

124,43±24,02cd
105,45±21,04bc

79,84±11,19 bc
78,75±10,93bc

56,65±6,21 b
170,43 ±9,72d

0,00 ±0,00a

Hydroxytyrosol F : 255 ±72 ,15g

C : 105,97 ±12 ,2bc
159,39±16 ,05c

45,68 ± 1,49 a
168,98 ±5,01 e

545,42 ±13,24 f
445,5 ±0,00 f

98,80 ±19,8 b
29,79±0,00 a

14,49 ± 1,49 a
23,21 ±0 ,68 a

100,60 ±1,65 b
135,342 ±11,37b

38,22 ±0,00a

Hydroxytyrosol-Glu F : 141,64 ±7,06 d

C : 0,00 ±0,00 a
257,97± 31,75e

80,23±5 ,18 c
172 ,93±16,54de

81,03±7,90 c
99,00±0 ,00 c

71,10±9,58 bc
38,51±0,00 abc

14,66± 2,85 ab
61,35±1,77 bc

16,72±1,56 ab
174,81 ±23,86d

64,52 ±0,00bc

Verbascoside F : 391, 08±5,50 d

C : 0,00±0,00 a
200,84±12,32 c

0,00±0,00 a
393,30±6,63 d

0,00±0,00 a
407,54±0,00 d

131,58±18,34 b
138,57±0,00 b

0,00±0,00 b
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
207,03 ±20,06c

0,00 ±0,00a

Verbascoside-der F : 215, 57±42,27bc

C : 0,00±0,00 a
151,44±14,17bc

0,00±0,00 a
270,12±3,35 c

0,00±0,00 a
306,47±0,00 d

100,57±25,48ab
106,54±14,57ab

0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
104,40 ±6,37ab

0,00 ±0,00a

Quercetine 3-
Galactoside

F : 205,29±0,61 c

C : 0,00±0,00 a
356,65±26,98 e

0,00±0,00 a
188,22±19,59c

0,00±0,00 a
256,77±0,00 d

120,92±32,78 c
109,47±16,68 b

0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
187,73 ±12,76c

0,00 ±0,00a

Tyrosol F : 53,23±0,55 e

C : 37,27±0,73 c
84,08±2,10 g

43,65±1,09 d
80,13±1,94 fg

106,49±0,26 h
76,60±0,00 f

35,84±8,76 c
25,44±0,00 b

24,38±0,00 b
22,26± 0,16 b

27,60±4,23 b
48,72 ±0,47e

24,35 ±0,00b

Ligstroside F : 334,89±86,71 e

C : 0,00±0,00 a
164,39±3,95 d

0,00± 0,00 a
140,06±3,90cd

0,00±0,00 a
70,31±0,00 ab

52,68± 16,76 ab
86,02±3,91 bc

51,10±0,00 ab
65,30±8,64 ab

0,00±0,00 a
114,52 ±3,79d

0,00 ±0,00a

Acide benzoique/Acide
cinnamique-der

F : 0,00±0 ,00 a

C : 0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

195,22±14,81 f
0,00±0,00 a

154,37±4,11 e
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

37,16±2,55 b
0,00±0,00 a

51,26±2,35 c
0,00 ±0,00a

133,94 ±0,00e

Acide Benzoique -der F : 0,00± 0,00 a

C : 312,23± 26,32 e
476,08±7,01 f

0,00±0,00 a
195,75±37,6 c

295,45±34,64 de
471,13±0,00 f

258,66±51,56 d
0,00±0,00 a

101,69±20,31 b
97,98±7,16 b

195,80±3,32 c
0,00 ±0,00a

0,00 ±0,00a

Hydroxytyrosol-
acide elenolique

F : 295,68±17,74 f

C : 0,00±0,00 a
98,90±2,35 c

0,00±0,00 a
159,82±5,79 e

0,00±0,00 a
121,96±0,00 d

74,102±21,88 b
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
0,00±0,00 a

0,00±0,00 a
110,84 ±7,71cd

0,00 ±0,00a

Acide caffeique-der F : 133, 57±10,95 bc

C : 35,37±3,76 a
221,95±33,78 e

197,86±22,65cde
212,91±16,13 de

141,38±3,27 bc
146,25±0,00 bc

156,4±59,13 bcd
142,95±35,82 bc

0,00±0,00 a
107,26±1,80 b

56,42± 3,08 a
136,23±27,20bc

0,00 ±0,00a

Flavonoides F : 231, 51±34,72g

C: 0, 00±0,00a
215,93±8,10fg 103,54±16,1cd

0,00±0,00a 0,00±0,00a
149,81±41,63de

142,72±0,00de
137,74±33,06de

47,09±10,49ab
0,00±0,00a

0,00±0,00a
185,90±4,38ef

76,93±0,00bc

Tableau XII: Composition en polyphénols des olives fraiches et confites.

*-der : dérivés, Hydroxytyrosol-Glu : hydroxytyrosol-4’β-O-glucoside.



Partie expérimentale Résultats et discussion

47

Le verbascoside est le second composé abondant dans les olives fraiches avec des

valeurs allant de 138,57 (Teffahi) à 407,54 mg/100g (Azzeradj de Seddouk), tandis que la

variété Bouchouk ne présente aucune trace de ce composé.  Après élaboration des olives,

l’évolution de la teneur en ce composé est similaire à celle notée pour l’oleuropeine,

exception faite pour la variété Sigoise qui détient une teneur en verbascoside estimée à 131,58

mg/100g.

Les teneurs en ligstroside des olives fraiches varient entre 65,30 (Bouchouk) et

334,89mg/100g (Azzeradj de Seddouk), alors que, les olives confites  marquent  une absence

de ce composé (sauf pour les variétés Sigoise et Teffahi) relative à son hydrolyse alcaline en

tyrosol (Servili et al., 2004).

Concernant la quercetine 3- galactoside, les teneurs enregistrées pour les olives

fraiches varient de 109,47mg/100g (Teffahi) à 356,65 mg/100g (Gordal) à l’exception de la

variété Bouchouk qui marque l’absence de ce composé. Ces teneurs sont largement

supérieures à celles rapportées par Piscopo et al. (2014). Les olives confites marquent  une

absence de ce composé à l’exception de la variété Sigoise qui présente une teneur appréciable

estimée à 120,92 mg/100g.

Quant aux hydroxytyrosol et tyrosol, les olives fraiches renferment des teneurs allant de 23,21

à 445,5mg/100g et de 22,26 à 84,26mg/100g, respectivement. La plus part des variétés

montrent des réductions importantes de ces teneurs après élaboration. Cette observation ne

coïncide pas avec celle rapportée par Sahan et al. (2013) qui note une augmentation des

teneurs en ces composés après élaboration relative à l’hydrolyse alcaline des secoiridoides,

notamment les 3,4-DHPEA-EDA, p-HPEA-EDA et 3,4-DHPEA-EA (Servili et al, 2004).

Ceci est justifié alors par la diffusion de ces composés polaires vers la saumure et/ou par leur

oxydation durant la phase de désamerisation (Pasqualone et al., 2014).

Après élaboration des olives, on constate que l’hydroxytyrosol est le composé

majoritaire dans tous les échantillons analysés, dont il représente des teneurs allant de

14,42mg/100g (Teffahi) à 545,42mg/100g (Sevilla). De plus, on note l’apparition de nouveaux

composés phénoliques à savoir l’acide benzoïque et les dérivés d’acide cinnamique dans les

variétés Gordal, Sevilla, Teffahi, Bouchouk et Azzeradj de Tazmalt.



Partie expérimentale Résultats et discussion

48

II.2. Déterminations sur le pouvoir antimicrobien des olives

II.2.1. Résultats de l’activité antimicrobienne testée par la méthode de diffusion

L’activité antimicrobienne des extraits des olives fraiches et confites vis-à-vis de

huit souches bactériennes est évaluée qualitativement et quantitativement par la méthode de

diffusion sur gélose et la détermination des CMIs.

L’activité antibactérienne se manifeste par l’apparition d’un halo d’inhibition de

la croissance microbienne autour du disque contenant l’extrait à tester, cette activité est

exprimée par le diamètre de la zone d’inhibition. Sousa et al. (2006) ont distingué différents

niveaux d’activité des extraits en se basant sur le diamètre (D) des zones d’inhibitions: aucune

activité : D<1mm, faible activité : 2≥ D ≥ 3 mm, activité intermédiaire : 4 mm ≥ D ≥ 5mm,

forte activité: 6 mm ≥ D ≥ 9 mm et très forte activité : D ≥ 9mm.

Les résultats relatifs à l’activité antibactérienne des extraits méthanoliques des

olives fraiches et confites sont consignés dans le tableau XIII. Ils révèlent que ces extraits

exercent à la même concentration (105 mg/ml) un effet antibactérien considérable avec un

large spectre d’action recouvrant les bactéries Gram positif et négatif.

Les diamètres d’inhibition enregistrés démontrent un effet inhibiteur significatif

sur la croissance des souches testées avec S. aureus comme espèce la plus sensible.

Toutefois, aucun extrait n’a exercé un effet positif vis-à-vis de SARM, ce qui permet de

qualifier cette souche d’être résistante aux molécules bioactifs constitutifs des olives de table

vertes.

Comme contrôle négatif, le méthanol/eau (80/20) n’a affecté en aucun cas la

croissance des souches bactériennes aux concentrations utilisées dans cette étude, ce qui

coïncide avec les résultats obtenus par  Korukluoglu et al. (2010).



Partie expérimentale Résultats et discussion

49

Variétés  d’olive Etat des
olives

S. aureus B. subtilis L. innocua SARM E.coli P.aeruginosa A. baumannii K. pneumoniae

Gordal F 21,50± 0,50i 6,50±0,50a 6,00±0,00ab -- 6,50±0,50abcd 5,00±0,00ab 2,75±0,25a 8,00± 0,00d

C 6,00±0,00a 6,00±1,00a 4,00±0,00a -- 5,00±0,00abc 4,25±0,25a 5,00±0, 00abc 5,50± 0,5abc

Azzeradj de Tazmalt F 11,50±0,50bc 7,00±1,00a 6,00±0,00ab -- 6,50±0,50abcd 5,00±0,00abc 5,25±0,25abc --
C 5,50±0,50a 6,50±0,50a 4,50±0,50ab -- 6,00±0,00abcd 4,00±0,00a 5,00±0,00abc 4,00± 0,00a

Azzeradj de Seddouk F 24,50±0,50j 7,50±1,50a 8,50±0,50c -- 5,50±0,50abc 9,00±1,00e 5,25±0,75abc 7,00± 1,00cd

C 5,50±0,50a 5,50±1,50a 4,50±0,50ab -- 6,00±1,00bcd 5,00±0,00ab 5,50±0,50abc 4,50 ± 0,50ab

Teffahi F 20,00±1,00ghi 7,00±0,00a 5,00±0,00ab -- 7,00±0,00abcd 7,00±1,00bcd 5,62±0,37abc 6,50±0,50bcd

C 8,50±1,00a 5,25±0,75a 4,00±1,00a -- 6,00±0,00abcd 6,00±1,00abcd 5,50±0,00abc 4,50±0,50ab

Bouchouk F 17,50±0,50efgh 7,00±0,00a -- -- 4,00±0,00a 8,00±0,00de 3,75±0,25ab 6,00±0,00ab

C 14,50±1,00def 6,50±0,50a 4,50±0,50ab -- 5,00±0,00abc 6,00±0,00abcd 5,00±0,00abc 3,50±0,50a

Grosse du Hamma F 17,00±1,00efg 6,00±0,00a 4,25±1,25ab -- 7,50±1,50bcd 5,00±0,00ab 4,50±1,50abc 4,50± 0,50ab

C 7,00±0,50a 6,50±0,50a 4,50±1,50ab -- 7,00±1,00abcd 5,00±0,00ab 6,50±0,50bc --
Vasilicada F 18,00±1,00fgh 6,75±0,75a 4,50±0,50ab -- 6,50±0,50abcd 9,00±0,00e 4,75±0,25abc --

C 14,50±1,00cdef 7,75±0,25a 4,50±1,50ab -- 5,50±0,50abcd 8,00±0,00cde 5,25±0,25abc --
Manzanilla F 22,00±0,00i 5,75±0,75a 6,50±0,50ab -- 9,00±0,50d 4,50±0,50a 7,00±0,00c 5,00±1,00ab

C 12,00±1,00bcd 6,00±0,00a 5,00±0,00ab -- 8,00±0,00cd 5,00±0,00ab 7,25±0,00c --
Sevilla F 17,00±1,00efgh 5,75±0,75a 4,00±1,50a -- 6,50±0,50abcd 4,50±0,50a 4,50±0,50abc 5,00 ±0,00abc

C 16,50±0,50efg 6,75±0,25a 5,00±0,00ab -- 6,50±0,50abcd 5,00±0,00abcd 6,75±0,75bc 5,00± 0,00abc

Sigoise F 20,00±1,00hi 6,00±0,00a 4,00±1,00a -- 5,50±0,50abcd 6,50±0,50ab 5,50±0,50abc 8,00±0,00d

C 16,50±1,00ef 6,50±0,50a 5,00±1,00ab -- 5,50±0,50abcd 5,00±0,00ab 7,00±0,75bc 4,00± 1,00a

Sigoise commerciale C 16,50±0,25ef 5,00±1,00a 5,00±1,00ab -- 5,00±1,00abcd 5,00±1,00ab 4,50±0,50abc 5,00± 0,00ab

Sevilla commerciale C 14,00±0,50cde 5,00±0,00a 4,50±0,50ab -- 5,50±0,50abcd 5,00±0,00ab 4,25±0,25abc 4,00± 0,00a

Tableau XIII : Diamètres des zones d’inhibition de la croissance microbienne des extraits méthanoliques d’olives exprimés en millimètre.

*F : fraiche, C: confite.
*--: Pas de zone observée.

* Dans la même colonne les valeurs portant la même lettre ne diffèrent pas significativement (p<0,05).
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 Activité des extraits méthanoliques vis-à-vis des bactéries à Gram positif

Toutes les souches à Gram positif  testées ont  manifesté une sensibilité vis-à-vis

des différents extraits dont la plus prononcée est celle enregistrée pour S .aureus.

Concernant la souche S.aureus, des différences significatives ont été relevées

entre les extraits des olives fraiches et confites (p<0,05). L’extrait des olives fraiches de la

variété Azzeradj de Seddouk enregistre le plus grand diamètre d’inhibition (24,5mm)

traduisant ainsi une meilleure activité antibactérienne de cette variété à l’égard de cette

souche. Tandis que l’extrait de la variété Azzeradj de Tazmalt marque le plus faible diamètre

d’inhibition (11,5mm). L’efficacité  de l’extrait d’Azzeradj de Seddouk peut être due aux

teneurs importantes en oleuropeine, verbascoside, ligstroside et quercetine notées pour cette

variété. En effet, de nombreux auteurs ont rapporté que l’oleuropéine est le composé

phénolique d’Olea europea le plus puissant sur les microorganismes (Aziz et al., 1998;

Bisignano et al., 1999; Markin et al., 2003; Medina et al., 2007).

Après élaboration, c’est les extraits d’olives des variétés Sevilla et Sigoise qui

exercent une meilleure activité antibactérienne vis-à-vis de cette souche, en enregistrant le

plus grand diamètre d’inhibition (16,5 mm). Tandis que l’extrait de la variété Azzeradj de

Seddouk marque le plus faible diamètre d’inhibition (5,5mm).

Il est à noter que l’extrait des olives fraiches de la variété Azzeradj de Seddouk qui

exerce une meilleure activité à l’égard de cette cible enregistre la plus faible activité après

élaboration. Cette observation est corrélée aux constations ultérieures concernant les pertes

considérable enregistrées en composés phénoliques pour cette variété.

Figure 14: Activité des extraits vis-à-vis de S. aureus A) Extraits de Azzeradj de Seddouk fraiche (ASF) B)
Extraits de Sevilla confite (SC), C) Extraits de Sigoise à différentes états: Sigoise fraiche (SGF), Sigoise confite
(SGC), Sigoise commerciale (SGCC). T: témoin « méthanol/eau (80/20) ».

A B CA
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Un premier diagnostic nous révèle que les effets antimicrobiens des extraits des

olives fraiches sont nettement plus efficaces que ceux des olives confites. Ceci est montré par

les réductions importantes des diamètres d’inhibition observées après élaboration des olives.

La variation de la composition chimique des extraits interprète les variations observées de leur

activité.

En complément, une corrélation significative a été observée entre les diamètres

d’inhibitions enregistrés par ces extraits vis-à-vis de S.aureus et leur teneur en polyphénols

totaux (r=0,85), ortho-diphénols (r=0,79), oleuropeine (r=0,67), ligistroside (r=0,64),

hydroxytyrosol (r=0,63), quercitine (r=0,61), verbascoside (r=0,58), dérivés d’acide

caféique(r=0,52) et flavonoïdes (r=0,57) (annexe 04).

Concernant la souche B. subtilis, aucune différence significative (p<0,05) n’est

révélée entre les effets inhibiteurs des extraits des olives fraiches et confites, dont les limites

supérieures et inférieures des diamètres enregistrés (7,75 et 5mm) sont attribuées aux variétés

Vasilicada et Sigoise, respectivement. Bien que les pertes enregistrées en composés

phénoliques après elaboration sont considerables, les activités inhibitrices des olives confites

à l’egard de cette souche sont relativement similaires à celles notées pour les olives fraiches.

Ceci peut etre attribué à l’evolution du profil phenolique des olives observée après leur

elaboration, qui note la génération de l’acide benzoïque et des dérivés de l’acide cinnamique,

composés reputés pour leur reactivité chimique (Macheix et al., 2005).

Concernant la souche L. innocua, aucune différence significative (p<0,05) n’est

relevée entre les diamètres d’inhibitions observés pour les extraits des olives fraiches et

confites, vis-à-vis de cette souche. Les extraits testés ont présenté un effet allant

Figure 15: Activité des extraits vis-à-vis de B.subtilis A) Extrait de Vasilicada fraiche (VF) B) Extrait de Sigoise
commerciale (SGCC), C) Extrait de Sevilla commerciale (SCC). T: témoin « méthanol/eau (80/20) ».

A B C
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d’intermédiaire à forte activité antimicrobienne à l’égard de cette cible. Le  plus important

diamètre d’inhibition obtenu pour les extraits des olives fraiches est celui montré par l’extrait

de la variété Azzeradj de Seddouk (8,5mm). Alors que le plus faible diamètre d’inhibition est

enregistré pour les variétés Sevilla et Sigoise (4mm).  Après élaboration, les extraits

phénoliques des olives confites présentent des diamètres d’inhibition relativement similaires

(4 à 5mm). Il est à noter que la variété Bouchouk montre un effet négatif sur cette souche à

l’état frais tandis qu’à l’état confit manifeste un diamètre d’inhibition de 4,5 mm traduisant

ainsi une activité intermédiaire vis-à-vis de cette cible. Ceci peut etre expliqué par

l’augmentation considerable des teneurs en hydroxytyrosol (77, 39%)  et en derivés d’acide

benzoique (50%) notées après elaboration pour cette variété. En effet, Medina et ses

collaborateurs ont déjà démontré l’efficacité antimicrobienne de ces composés (2006). En

complément, une corrélation linéaire a été observée entre les diamètres d’inhibition

enregistrés par ces extraits vis-à-vis de L. innocua et leur teneur en oleuropeine (r=0,54)

(annexe 04).

 Activité des extraits méthanoliques vis-à-vis des bactéries à Gram négatif

L’analyse globale des résultats obtenus (tableau XIII) dévoilent une moindre efficacité

des extraits testés vis-à-vis de K. pneumoniae par rapport aux autres bactéries Gram négatif

testées à savoir E. coli, A. baumannii et P. aeruginosa. Des différences significatives

(p<0,05) ont été enregistrées.

Les résultats obtenus pour E. coli sont comparables à ceux obtenus pour A. baumannii.

L’extrait méthanolique de la variété Manzanilla s’avère le plus actif avant et après

élaboration vis-à-vis de ces souches. Les diamètres d’inhibition notés sont de 9 et 8mm pour

la souche E. coli, 7et 7,25 pour la souche A. baumannii, avant et après élaboration,

respectivement. Cependant,  les extraits les moins performants sont  ceux correspondants aux

variétés Bouchouk pour E. coli (4mm) et Gordal pour A. baumannii (2,75mm). Une

corrélation linéaire a été notée entre les diamètres d’inhibition enregistrés par ces extraits vis-

à-vis de A. baumannii et leur teneur en hydroxytyrosol (r=0,53) (annexe 04).

Concernant P. aeruginosa, les extraits des olives fraiches des variétés Azzeradj de

Seddouk et Vasilicada enregistrent le plus grand diamètre d’inhibition (9mm) traduisant ainsi

une forte activité antibactérienne de ces variétés à l’égard de cette souche. Tandis que l’extrait

de la variété Sevilla et Manzanilla marque le plus faible diamètre d’inhibition (4,5mm). Après

élaboration, les extraits des olives des variétés Teffahi et Bouchouk exercent une meilleure
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activité antibactérienne vis-à-vis de cette souche, en enregistrant le plus grand diamètre

d’inhibition (6 mm). Tandis que l’extrait de la variété Azzeradj de Tazmalt marque le plus

faible diamètre d’inhibition (4mm). En complément, une corrélation linéaire a été observée

entre les diamètres d’inhibition enregistrés par ces extraits vis-à-vis de P. aeruginosa et leur

teneur en ortho-diphénols (r=0,52) (annexe 04).

Quant à K. pneumoniae, les extraits des olives fraiches des variétés Gordal et

Sigoise enregistrent le plus grand diamètre d’inhibition (8mm) traduisant ainsi une forte

activité antibactérienne de ces variétés à l’égard de cette souche. Tandis que l’extrait de la

variété Sevilla marque le plus faible diamètre d’inhibition (5mm). Après élaboration, les

extraits des olives des variétés Gordal enregistre le plus grand diamètre d’inhibition

(5,5mm).Il est à noter que les extraits des variétés Grosse du Hamma, Vasilicada et

Manzanilla ne montrent aucune zone d’inhibition indiquant ainsi la résistance de K.

pneumoniae envers leurs extraits phénoliques.

L’efficacité des extraits de Gordal et Sigoise peut être tributaire aux teneurs

importantes en flavonoïdes notées pour ces deux variétés. Ces composés connus pour leur

pouvoir chélateur du fer, empêche la pénétration intracellulaire du cofacteur Ca2+ à la cellule

bactérienne, ce qui provoque l’inhibition de leur activité enzymatique (Raj et al., 2001). En

outre, une corrélation linéaire a été observée entre diamètres d’inhibition enregistrés par ces

extraits vis-à-vis de K. pneumoniae et leur teneur en polyphénols totaux (r=0,63), ortho-

diphénols (r=0,62), flavonoïdes (r=0,50) et en dérivés d’acide caféique (r=0,57) (annexe04).

La comparaison des diamètres d’inhibition de nos olives confites et celles des

échantillons commerciaux pour les mêmes variétés (Sigoise, Sevilla ) vis-à-vis des bactéries

Gram positif et négatif testées, fait ressortir que les extraits des olives commerciales exercent

des activités antimicrobiennes comparables à celles obtenues pour nos olives élaborées.

Les effets antimicrobiens observés dans ce travail sont comparables dans la plupart des

cas à ceux rapportés par Sousa et al. (2006). Leurs résultats affirment que l’activité

antimicrobienne des extraits de la variété Alcappara va de faible à fort pouvoir antimicrobien.

Nous constatons à travers ces résultats que les effets antimicrobiens des extraits  des

olives fraiches et confites sont similaires vis-à-vis de B. subtilis, L. innocua,  E. coli,

P.aeruginosa et A. baumannii. Cette observation est relative à la génération après

fermentation des olives de nouveaux composés doués d’un pouvoir antimicrobien et/ou à leur
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action combinée avec d’autres composés phénoliques. En effet Sarker et al. (2005), signalent

que l’efficacité optimale d’un extrait peut ne pas être due à un constituant actif principal, mais

à l’action combinée (synergie) de différents composés à l’origine de cet extrait. En accord

avec ces observations, Lee et Lee, (2010), ont constaté que l’effet antimicrobien de

l’oleuropéine et de l’acide caféique est beaucoup plus important lorsque les deux composés

sont appliqués sous forme combinée qu’individuelle. Ce qui rend difficile à corréler les

activités antimicrobiennes de ces extraits à un composé spécifique en raison de leur

complexité et leur variabilité (Bari et al., 2010).

Confirmant les rapports précédents, il a été démontré que le spectre d'activité

antimicrobienne varie selon le Gram des bactéries où les bactéries à Gram positif sont

généralement les plus sensibles (Ağaoğlu et al., 2007; Derwich et al., 2010).  La  résistance

plus élevée chez les bactéries à Gram négatif est attribuée à la présence d’une membrane

externe imperméable aux composés lipophiles. L'absence de cette barrière chez les bactéries

Gram positif permet le contact direct des constituants hydrophobes des extraits avec la

bicouche phospholipidique de la membrane cellulaire bactérienne (Wendakoon et Sakaguchi,

1995). En effet, la paroi des bactéries à Gram positif est riche en protéines tandis que chez les

souches Gram négatif, elle est surtout assemblée en lipopolysaccharides (LPS). Le LPS, grâce

à ses charges négatives de surface, empêche la diffusion des molécules hydrophobes, et les

protéines excluent le passage des molécules hydrophiles de poids moléculaire élevé. Alors

que les bactéries à Gram positif sont  moins protégées contre les agents antibactériens, le

peptidoglycane n’entrave que la diffusion des molécules supérieures à 50 000 Da (Inouye et

al., 2001; Bagamboula et al., 2004; Upadhyay et al., 2010). Cela semble avoir une nette

corrélation avec nos résultats qui note une sensibilité plus prononcée de S.aureus en

enregistrant les diamètres d’inhibition les plus importants.

II.2.2. Détermination des CMIs et CMBs sur milieu solide

Afin de déterminer l’efficacité des extraits, la détermination des CMIs et CMBs

(tableau XIV) s’avère primordiale pour les extraits qui se sont révélés actifs dans le test des

disques. La détermination de ces deux paramètres a mis en évidence des niveaux d’activité

antibactérienne variables entre les souches testées, entre les variétés et entre l’extrait d’olives

fraiches et confites pour une même variété.
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CMI/CMB : valeur de la CMI/valeur de la CMB; * NT: non testé.

Variétés  d’olive Etat des
olives

S. aureus B. subtilis L. innocua SARM E.coli P.aeruginosa A. baumannii K.Pneumoniae

CMI/CMB (mg/ml)

Gordal F 2,40/2,40 9,60/10,00 5,20/6,40 NT 13,20/14,80 6,40/7,60 3,60/3,60 10,00/10,00
C 6,40/6,40 9,60/10,80 6,80/9,60 NT 15,20/15,20 8,80/8,80 9,20/10,00 11,60/13,20

Azzeradj de Tazmalt F 6,80/6,80 10,80/12,00 6,80/6,80 NT 15,60/16,00 5,60/5,60 4,40/4,40 NT
C 15,20/15,20 ˃18,00 ˃18,00 NT 17,20/17,20 ˃18,00 14,40/15,60 ˃18,00

Azzeradj de Seddouk F 3,60/3,60 6,80/7,20 4,00/5,20 NT 13,20/14,00 4,40/4,80 3,60/3,60 7,20/8,80
C 14,00/14,00 18,00/18,00 14,80/16,40 NT 15,20/16,00 14,80/14,80 14,80/14,80 14,8/16,40

Teffahi F 2,80/3,20 9,60/10,80 4,80/4,80 NT 15,20/15,20 6,80/6,80 6,80/6,80 10,80/12,00
C 15,60/15,60 ˃18,00 ˃18,00 NT ˃18,00 ˃18 ,00 ˃18 ,00 ˃18 ,00

Bouchouk F 2,80/3,20 8,00/8,40 NT NT 6,80/8,40 4,40/4,40 4,40/6,00 7,20/8,00
C 8,40/8 ,40 11,60/13,20 9,20/9,60 NT 9,20/9,20 8,40/8,80 8,80/8,80 7,60/9,60

Grosse du Hamma F 4,40/4,40 7,20/7,20 4,40/4,80 NT 13,20/16,80 5,20/6,80 5,20/6,40 9,60/10,80
C ˃18,00 ˃18,00 ˃18,00 NT ˃18,00 ˃18,00 ˃18,00 NT

Vasilicada F 4,40/4,40 7,60/12,00 6,80/6,80 NT 8,40/8,40 3,20/3,20 3,20/3,20 NT
C 6,00/6,40 8,40/8,40 6,80/7,20 NT 15,60/15,60 8,80/8 ,80 8,80/10,80 NT

Manzanilla F 2,00/2,40 6,80/6,80 3,20/3,20 NT 14,40/14,40 5,60/6,00 5,20/6,80 7,60/10,00
C 8,80/8,80 15,60/15,60 8,80/9,20 NT 15,60/15,60 6,80/7,20 6,80/7,20 NT

Sevilla F 6,80 /7,60 9,60/11,20 6,80/7,60 NT 6,00/7,20 4,40/4,40 4,40/4,40 7,20/15,00
C 7,20/7,20 9,60/10,00 6,80/6,80 NT ˃18,00 ˃18,00 ˃18,00 ˃18,00

Sigoise F 3,60/3,60 8,00/9,60 3,60/4,40 NT 14,00/15,60 6,40/7,20 6,40/7,60 9,60/15,60
C 7,60/7,60 9,20/9,60 7,60/7,60 NT 17,20/17,20 7,20/9,20 8,00/8,80 NT

Sigoise commerciale C 4,40/4,40 9,60/9,60 7,60/7,60 NT 17,20/17,20 6,80/8,00 7,60/7,60 9,60/11,60
Sevilla commerciale C 6,40/6,40 9,60/10,80 6,80/9,60 NT 15,20/18,00 6,80/8,80 6,80/9,20 8,00/9,20

Tableau XIV: Concentrations minimales inhibitrices (CMIs) et bactéricides (CMBs) des extraits méthanoliques des différentes
variétés d’olive avant et après élaboration.
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Concernant la souche S. aureus, l’extrait d’olives fraiches des variétés Manzanilla

est le plus actif à l’égard de cette souche, il enregistre des CMIs et CMBs les plus faibles (2 et

2,4 mg/ml, respectivement). Tandis que l’extrait des variétés Sevilla et Azzradj de Tazmalt

révèlent les valeurs les plus élevées, soit une CMI de 6,8mg/ml et une CMB de 7,6 et

6,8mg/ml, respectivement. Après élaboration, les valeurs de CMIs et CMBs sont plus élevées,

car elles dépassent 18 mg/ml pour la variété Grosse du Hamma alors qu’elles se limitent à 6

mg/ml pour la variété Vasilicada.

Concernant la souche B. subtilis, on note une moindre efficacité des extraits par

rapport à S. aureus. Les résultats révèlent une même CMI pour les extraits des olives fraiches

des variétés Azzeradj de Seddouk et Manzanilla qui est de l’ordre de 6,8 mg/ml avec une

CMB de 7,2 et 6,8mg/ml, respectivement. Tandis que les CMIs et CMBs les plus élevées sont

obtenues pour l’extrait de la variété Azzeradj de Tazmalt à savoir 10,8 et 12 mg/ml,

respectivement. Après élaboration, ces valeurs oscillent entre 8,4 (Vasilicada) et 15,6 mg/ml

(Manzanilla) à l’exception des variétés Azzeradj de Tazmalt, Teffahi et Grosse du Hamma

dont les concentrations inhibitrices vis-à-vis de cette souche ne sont pas révélées à la plus

grande concentration testée (18mg/ml).

Quant à L. innocua, l’extrait des  olives fraiches de la variété Manzanilla montre

les CMI et CMB les plus faibles (3,2 mg/ml). Tandis que les valeurs les plus élevées pour ces

deux grandeurs sont celles obtenues pour Sevilla, Azzeradj de Tazmalt et Vasilicada

(6,80mg/ml). Après élaboration, les valeurs de ces paramètres varient entre 6,8mg/ml (Sevilla,

Gordal et Vasilicada) et 14,8mg/ml (Azzeradj de Seddouk), sauf pour les extraits des variétés

Azzradj de Tazmalt, Teffahi et Grosse du Hamma dont les concentrations inhibitrices vis-à-

vis de cette souche ne sont pas révélées à la plus grande concentration testée (18mg/ml).

Concernant P.aeruginosa et A. baumannii, les valeurs de CMIs et CMBs les plus

faibles des olives fraiches sont celles enregistrées pour la variété Vasilicada (3,2mg/ml).

Tandis que les valeurs les plus élevées pour ces deux grandeurs sont celles obtenues pour la

variété Teffahi (6,8mg/ml). Après élaboration, les valeurs de ces paramètres varient entre 6,8

(Manzanilla) et 14,8mg/ml (Azzeradj de Seddouk), sauf pour les extraits des variétés Sevilla,

Teffahi et Grosse du Hamma dont les concentrations inhibitrices vis-à-vis de ces souches ne

sont pas révélées à la plus grande concentration testée (18 mg/ml).
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D’après les résultats obtenus, il ressort que l’extrait des olives fraiches de la

variété Sevilla enregistre les valeurs les plus faibles de CMI (6 mg/ml) et CMB (15,8 mg/ml)

vis-à-vis de E.coli. Alors que la variété Azzeradj de Tazmalt enregistre les valeurs les plus

élevées en CMI (15,2mg/ml) et CMB (16mg/ml). Cependant après élaboration, les valeurs de

ces deux grandeurs varient de 9,2 (Bouchouk)  à 17,2 mg/ml (Azzeradj de Tazmalt), sauf pour

les extraits des variétés Sevilla, Teffahi et Grosse du Hamma dont les concentrations

inhibitrices vis-à-vis de cette souche ne sont pas révélées à la plus grande concentration testée

(18 mg/ml).

Pour K. pneumoniae, les extraits des olives fraiches des variétés Sevilla, Azzeradj de

Tazmalt et Bouchouk montrent les valeurs les plus faibles de CMIs  (7,2 mg/ml) et CMBs

(15; 8,8 et 8mg/ml, respectivement). Tandis que la valeur la plus élevée de CMI est notée

pour Teffahi (10,8 mg/ml).  Après élaboration, les valeurs de ces paramètres varient de 7,6

mg/ml (Manzanilla) à 14,8 mg/ml (Azzeradj de Seddouk), sauf pour les extraits des variétés

Sevilla, Teffahi, Azzeradj de Tazmalt et Grosse du Hamma dont les concentrations inhibitrices

vis-à-vis de cette souche ne sont pas révélées à la plus grande concentration testée (18mg/ml).

La comparaison des valeurs de CMIs et CMBs des olives confites préparées au

laboratoire et celles des échantillons commerciaux pour les mêmes variétés (Sigoise, Sevilla ),

révèle que l’extrait phénolique des olives commerciales de la variété Sigoise présente de

CMIs et CMBs comparables à celles obtenues pour nos olives élaborées vis-à-vis de B.

subtilis, L. innocua et E.coli. Tandis que les valeurs de CMIs et CMBs enregistrées vis-à-vis

de S. aureus, P.aeruginosa et A. baumannii sont inférieures à celles obtenues pour les olives

élaborées au laboratoire. L’extrait des olives commerciales de la variété Sevilla présente de

CMIs et CMBs supérieures à celles obtenues pour les olives élaborées au laboratoire vis-à-vis

de L. innocua et K. Pneumoniae. Alors que les valeurs de CMIs et CMBs enregistrées vis-à-

vis de S. aureus, E.coli, P.aeruginosa et A. baumannii sont inférieures à celles obtenues pour

les olives élaborées au laboratoire.

Les valeurs du rapport CMB/CMI des extraits testés sont comprises entre 0 et

2,08 (annexe 5). Ces valeurs demeurent largement inférieures à 4, limite établie par Canillac

et Mourey, (2001) pour la catégorie des extraits à pouvoir bactéricide. Par conséquence,

l’extrait phénolique du fruit d’Olea europaea est qualifié d’avoir un pouvoir bactéricide vis-à-

vis les souches testées.
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Les valeurs des CMIs enregistrées dans cette étude demeurent largement

inférieures à celles rapportées par Sousa et al, (2006), pour la variété Alcaparra (qui oscillent

entre 10 et 50 mg/ml). Cette variation pourrait être à l’origine du facteur variétal et aux

conditions climatiques et agronomiques dont sont issus les oliviers. Comme décrit par Aranda

et al. (2003), ces facteurs influent les voies de la biosynthèse des plantes et par conséquent sur

les proportions relatives de leurs principaux composés. Ce qui conduit à l'existence de

chémotypes différents, représentatifs des extraits de différentes origines.

D’après les résultats obtenus, il apparait que les extraits d’olives fraiches sont plus

actifs vis-à-vis de l’ensemble des souches testées en présentant les valeurs de CMIs et CMBs

les plus faibles. Ceci est corrélée aux constations ultérieures concernant les pertes

considérable en composés phénoliques enregistrées pour les olives confites. En outre, il

apparait que la souche S. aureus est l’espèce la plus sensible aux extraits phénoliques d’olives

en enregistrant les valeurs de CMIs et CMBs les plus faibles. Tandis que la souche E. coli est

l’espèce la plus résistante aux extraits phénoliques d’olives, elle enregistre les valeurs de

CMIs et CMBs les plus élevées. Ces constatations se concordent avec l’ordre de résistance

des souches établi par Sousa et al., (2006) qui est évoqué dans l’ordre suivant: E. coli > K.

pneumoniae> B. subtilis > S. aureus. Les  résultats obtenus affirment la  résistance de la

souche E. coli même aux composés phénoliques des olives fraiches riches en oleuropeine. En

effet, Tassou et Nychas, (1994) ont déjà confirmé la résistance d’E.coli envers l’oleuropéine

purifiée due à sa capacité d’hydrolyser ce composé, ce qui provoque une baisse de l’activité

antimicrobienne (Brainte et al., 2000). Selon d’autres auteurs, la capacité de former un

biofilm est une autre stratégie adoptée par certaines souches comme P. aeruginosa pour lutter

contre les molécules bioactives (Abi-Aya et al., 2011).

En fin et en comparaison avec les CMIs d’extrait méthanolique de la plante

médicinale Rhamnus alaternus (E.coli, S.aureus et E. faecalis (6 mg/ml)) (Ben ammar et al.,

2008) et celles des grains de la plante aromatique Foeniculum vulgare ( S. aureus (20 mg/ml),

E. coli et P. aeruginosa (> 45  mg/ml)) (Ağaoğlu et al., 2007), l’extrait  méthanolique du fruit

d’Olea europaea s’avère une source prometteuse d’agent antibactériens.
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Conclusion et perspectives

Le présent travail est entrepris dont le but d’étudier l’activité antibactérienne des

extraits phénoliques des olives et afin d’évaluer l’effet du procédé d’élaboration selon le style

espagnol sur l’activité antibactérienne des olives de table vertes.

Les résultats montrent que les différents paramètres analytiques sont fortement

influencés par le facteur variétal et le procédé d’élaboration, car des différences significatives

ont été révélées. La caractérisation quantitative des extraits phénoliques d’olives a révélé un

contenu appréciable en polyphénols totaux dont la fraction ortho-diphénolique représente

entre 26% (Teffahi) et 48% (Bouchouk). La variété Azzeradj de Seddouk se distingue des

autres variétés par des teneurs les plus élevées en polyphénols, ortho-diphénols et

flavonoïdes. Les résultats montrent que le contenu phénolique est fortement influencé par le

procédé d’élaboration qui engendre des pertes dont les plus importantes sont estimées à 96%

(polyphénols totaux), 98,11% (ortho-diphénols) et 93,44% (flavonoïdes) notées pour la

variété Azzeradj de Seddouk. Les extraits des olives commerciales montrent des teneurs en ces

composés relativement similaires à celles obtenues pour les mêmes variétés d’olives

elaborées.

L’analyse qualitative des composés phénoliques des olives fraiches par HPLC montre

un profil phénolique similaire en terme qualitatif caractérisé par la dominance de

l’oleuropeine et verbascoside. Le  procédé d’élaboration engendre des pertes de l’ordre de

100% en oleuropeine, verbascoside,  ligstroside et la quercetine 3- galactoside, traduisant

l’absence totale de ces composés dans les olives confites, sauf pour la variété Sigoise qui

préserve des teneurs plus au moins importantes en ces composés. Le profil phénolique des

olives confites se caractérise par la dominance de l’hydroxytyrosol et la présence de l’acide

benzoïque et les dérivés d’acide cinnamique.

L’évaluation de l’activité antibactérienne des extraits d’olives par la méthode de

diffusion révèle que tous les extraits testés exercent un effet inhibiteur significatif sur la

croissance des souches testées, avec des zones d’inhibition variables. Toutefois, aucun extrait

n’a exercé un effet positif vis-à-vis de SARM ce qui permet de qualifier cette souche d’être

résistance aux molécules bioactives constitutives des olives vertes. Aussi, les extraits d’olives

fraiches étudiées présentent une activité antibactérienne, particulièrement intéressante

contre S.aureus, L. innocua, P.aeruginosa et A. baumannii. Par ailleurs, les plus faibles

concentrations minimales inhibitrices et bactéricides sont obtenues avec l’extrait de la
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variété Manzanilla vis-à-vis de S.aureus et avec l’extrait de la variété Vasilicada vis-à-vis

des souches P.aeruginosa et A. baumannii. Après élaboration l’efficacité de ces extraits

diminue significativement en enregistrant des CMIs et CMBs plus élevés. Les extraits des

olives commerciales et ceux de nos olives élaborées des mêmes variétés (Sevilla, Sigoise)

montrent des activités antibactériennes variables selon la souche testée.

Au terme de cette étude, il est à noter que l’extrait d’olives fraiches de la variété Azzeradj

de Seddouk constitue une source naturelle prometteuse en divers composés phénoliques doués

d’une activité antibactérienne importante. Cet extrait serait à recommander pour l’exploitation

de nouvelles sources naturelles bioactives et leur adoption comme une alternative aux

molécules synthétiques. Cependant, et malgré l’importance des pertes engendrées par le procédé

d’élaboration en ces composés bioactifs, les olives de table montrent une activité antimicrobienne

appréciable, ce  qui  confirme  l’intérêt  de  leur consommation dans la lutte contre les maladies

infectieuses. Ces  résultats  restent  partiels  et  d’autres  travaux  s’imposent  car  les approches

restent globales, il serait alors intéressant de :

- Approfondir l’étude de l’activité antimicrobienne des extraits d’olives en faisant appel aux

tests in vivo pour une meilleure évaluation de cette activité biologique.

- Etudier l’activité antifongique de ces extraits.

- Purifier les polyphénols constitutifs de l’extrait d’olives et déterminer leurs activités

antimicrobienne séparément et combinés pour faire ressortir l’effet synergique entre

ces molécules.

- Procéder à l’optimisation des différentes étapes du procédé d’élaboration du style

espagnol afin de réduire les pertes en composés phénoliques.

- Développer une nouvelle formulation à base d’extrait d’olive servant d’alternative aux

molécules thérapeutiques et agents conservateurs synthétiques utilisés tant dans le

domaine pharmaceutique que agroalimentaire.
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Figure 01: Courbe d’étalonnage pour le dosage des sucres réducteurs.

y = 0,5445x
R² = 0,9993

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

0 0,5 1 1,5 2 2,5

A
bs

or
ba

nc
e 

à 
54

6 
nm

Glucose g/l



Annexe 02

Annexe 02

Figure 02: Courbes d’étalonnage pour le dosage des composés phénoliques (a), ortho-
diphénols (b) et des flavonoïdes (c).
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Tableau I : Composition des milieux de culture.

Tableau II: Gamme de concentration réalisée pour la détermination des CMIs.

Concentration (mg/ml) 0,40 0,80 1,20 1,60 2,00 2,40 2,80 3,20 3,60 4,00 4,40 4,80 5,20 5,60 6,00

Volume de l’extrait (ml) 0,16 0,32 0,48 0,64 0,80 0,96 1,12 1,28 1,44 1,60 1,76 1,92 2,08 2,24 2,40

Volume de MH (ml) 9,84 9,68 9,52 9,36 9,20 9,04 8,88 8,72 8,56 8,40 8,24 8,08 7,92 7,76 7,60

Concentration (mg/ml) 6,40 6,80 7,20 7,60 8,00 8,40 8,80 9,20 9,60 10,00 10,40 10,80 11,20 11,60 12,00

Volume de l’extrait (ml) 2,56 2,72 2,88 3,04 3,20 3,36 3,52 3,68 3,84 4,00 4,16 4,32 4,48 4,64 4,80

Volume de MH (ml) 7,44 7,28 7,12 6,96 6,80 6,64 6,48 6,32 6,16 6,00 5,84 5,68 5,52 5,36 5,20

Concentration (mg/ml) 12,40 12,80 13,20 13,60 14,00 14,40 14,80 15,20 15,60 16,00 16,40 16,80 17,20 17,60 18,00

Volume de l’extrait (ml) 4,96 5,12 5,28 5,44 5,60 5,76 5,92 6,08 6,24 6,40 6,56 6,72 6,88 7,04 7,20

Volume de MH (ml) 5,04 4,88 4,72 4,56 4,40 4,24 4,08 3,92 3,76 3,60 3,44 3,28 3,12 2,96 2,80

MH : Mueller Hinton.

milieu de culture  Composition  PH
Gélose Mueller Hinton Extrait de viande………………………....2g,

Hydrolysat acide de caséine…………..17,5g,
Amidon…………………………………1,5g,
Agar…………………………………….10g,
Eau distillée……………………………1litre



Gélose Chapman Extrait de viande …………………….......1g,
Chlorure de sodium……………………..75g,
Peptone …………………………….…....10g
Agar………………................................15g,
Mannitol ……………………….............10g,
Rouge de phénol …………...………..0.025g,
Eau distillée …………………………...1litre



Gélose Hektoen Peptone pepsique de vian.................... 12,0 g,
Extrait autolytique de levure ................ 3,0 g,
Lactos.................................................. 12,0 g,
Saccharose .......................................... 12,0 g,
Salicine.................................................. 2,0 g,
Sels biliaires ......................................... 9,0 g,
Chlorure de sodium............................... 5,0 g,
Thiosulfate de sodium .......................... 5,0 g,
Citrate ferrique ammoniacal ................. 1,5 g,
Bleu de bromothymol ....................... 65 mg,
Fuchsine acide ................................... 40 mg,
Agar ……………………................... 13,5 g,
Eau distillée ……………………… ... .1litre

7,6

Bouillon nutritif


Extrait de viande…………………………5g,
Peptone trypsique……………………… 10g,
NaCl……………………………………. 5g,
Eau distillée...……………………….…1litre

7,2

(a)

(b)
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Tableau III : Coefficients de corrélation des diamètres d’inhibitions et les composés phénoliques.

Les valeurs en rouge indiquent une corrélation significative (p<0,05)

Composés phénoliques S. aureus B. subtilis L. innocua E. coli P. aeruginosa A. baumannii K. pneumoniae

Polyphénols COL 0,85 0,30 0,09 0,17 0,42 -0,35 0,63

O-diphénols 0,79 0,29 -0,03 -0,08 0,52 -0,46 0,61
Oleuropeine 0,67 0,26 0,35 0,26 0,09 -0,04 0,46
Oleuropeine –der 0,50 0,25 0,39 -0,04 -0,05 0,24 0,42
Hydroxytyrosol 0,34 0,24 0,31 0,28 0,25 0,53 0,16
Hydroxytyrosol-Glu 0,43 0,17 0,13 0,14 0,35 0,31 0,23
Verbascoside 0,58 0,12 0,10 0,27 0 ,09 0,00 0,29
Verbascoside-der 0,58 0,19 0,21 0,33 0,13 0,12 0,21
Quercetine 3- Galactoside 0,61 0,16 0,30 0,38 0,00 - 0,18 0,33
Tyrosol 0,36 0,17 0,19 0,35 -0,16 0,12 0,31
Ligstroside 0,64 0,16 0,25 0,03 0,45 -0,29 0,36
Acide benzoique/acide cinnamique-der -0,51 -0,08 0,08 -0,18 -0,35 0,17 -0,08
Acide Benzoique -der -0,29 -0,24 -0,11 -0,11 -0,41 0,44 0,10
Hydroxytyrosol- acide elenolique 0,58 0,25 0,30 0,15 0,33 -0,03 0,25
Acide caffeique-der 0,52 0,20 -0,05 -0,09 -0,09 -0,19 0,57
Flavonoides 0,57 0,20 0,46 0,39 0,32 -0,16 0,50
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Tableau IV : Rapports CMB/CMI des échantillons d’olive.

NT : non testé

Variétés  d’olive Etat des
olives

S. aureus B. subtilis L. innocua E.coli P.aeruginosa A. baumannii K.Pneumoniae

CMB/CMI

Gordal F 0 1,04 1,23 1,12 1,18 0 0

C 0 1,12 1,41 0 0 1,08 1,13

Azzeradj de Tazmalt F 0 1,11 0 1,02 0 0 NT

C 0 -- -- 0 -- 1,08 --

Azzeradj de Seddouk F 0 1,05 1,3 1,06 1,09 0 1,22

C 0 0 1,1 1,05 0 0 1,1

Teffahi F 1,21 1,12 0 00 0 0 1,11

C 0 -- -- -- -- -- --

Boucouk F 1,21 1,05 NT 1,23 0 1,36 1,11

C 0 1,13 1,04 0 1,04 0 1,26

Grosse du Hamma F 0 0 1,09 1,27 1,3 1,23 1,12

C -- - -- -- -- -- NT

Vasilicada F 0 1,51 0 0 0 0 NT

C 1,06 0 1,05 0 0 1,22 NT

Manzanilla F 1,2 0 0 0 1,07 1,3 1,31

C 0 0 1,04 0 1,05 1,05 NT

Sevilla F 1,11 1,16 1,11 1,2 0 0 2,08

C 0 1,04 0 -- -- -- --

Sigoise F 0 1,2 1,22 1,12 1,12 1,18 1,64

C 0 1,04 0 0 1,27 1,1 NT

Sigoise commerciale C 0 0 0 0 1,17 0 1,2

Sevilla commerciale C 0 1,12 1,41 1,18 1,29 1,35 1,12
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Résumé
Cette présente étude a pour objectif d’étudier l’effet du procédé d’élaboration (style espagnol)  sur l’activité

antibactérienne in vitro des extraits phénoliques des olives vertes (Olea europaea L.) de quelques variétés locales et
étrangères introduites. Les analyses chimiques ont porté sur la détermination des teneurs en sucres réducteurs et en composés
phénoliques. L’activité antibactérienne vis-à-vis de huit souches bactériennes pathogènes est évaluée par les méthodes de
diffusion sur gélose et la microdilution (CMI et CMB). Les résultats ont montré une influence significative de la variété et le
procédé d’élaboration sur les différents paramètres analytiques. Les olives vertes se caractérisent par une composition
chimique riche en polyphénols avec des quantités notables en ortho-diphénols et flavonoïdes qui sont fortement réduites
après élaboration. L’analyse de la composition en polyphénols des olives fraiches par HPLC montre un profile
qualitativement similaire avec la dominance de l’oleuropeine et verbascoside. Cependant, cette analyse révèle un
bouleversement du profile phénolique entre les olives fraiches et confites. Les extraits phénoliques de différentes variétés
d’olive ont montré, pour la plus part, une forte activité antimicrobienne avec un effet bactéricide à l’égard des souches
bactériennes testées, dont S.aureus se révèle l’espèce la plus sensible. Toutefois, aucun extrait n’a exercé un effet positif vis-
à-vis de la souche SARM. Cette efficacité antimicrobienne est négativement influencée par le procédé d’élaboration mais
avec des degrés différents selon la variété et la souche testée. Les résultats montrent que les olives constituent une source
prometteuse en composés phénoliques doués d’activité biologique, ce qui confirme l’intérêt de leur consommation pour la
lutte contre les maladies infectieuses. En effet, les extraits phénoliques des olives seraient à recommander pour l’exploitation
de nouvelles sources naturelles bioactives et leur adoption comme une alternative aux molécules synthétiques tant dans le
domaine pharmaceutique que agroalimentaire.

Mots clés: Olive, élaboration, extrait phénolique, activité antibactérienne, antibiogramme, CMI.

Abstract

This study aims to investigate the effect of Spanish style green olive processing on antibacterial activity in vitro of
phenolic extracts of green olives (Olea europaea L.) of some local and introduced foreign varieties. Chemical analysis
focused on reducing sugars and phenolic compounds contents. Antibacterial activity against eight pathogens bacterial strains
were performed by agar diffusion method and microdilution (MIC and MBC). The results showed the influence of the variety
and the preparation technology on different analytical parameters. It appeared that the green olives were characterized by a
rich chemical composition in polyphenols with notable quantities of ortho-diphenols and flavonoids that were greatly
reduced after preparation. The analyses of phenolic composition by HPLC showed that all extracts present the same phenolic
composition profile with high amount of oleuropeine and verbascoside. Nevertheless, this profile was significantly modified
after processing. All testified phenolic extracts showed for the most part, a strong antimicrobial activity with bactericidal
effect against tested bacterial strains, with S. aureus as the most sensitive species. However, no extract showed a positive
effect against SARM strain. Nevertheless this antimicrobial efficiency was negatively influenced by the elaboration. The
results revealed that the olives were a promising source of phenolic compounds, which confirms the interest of their
consumption for the fight against infectious diseases. Indeed, phenolic extracts of olives are recommended for the
exploitation of new bioactive natural sources and their use as an alternative to synthetic molecules.

Keywords: Olive, elaboration, phenolic extract, HPLC, antibacterial activity, MIC.

. ملخص   
عض الاصناف المحلیة و الخارجیة  و التطرق الى زیوت الخضراء لبا لمستخلصات الفینولیك الخاصة باھده الدراسة تھدف الى دراسة نشاط مضاد البكتیری

.     البیولوجیةتحضیر الزیتون على مركباتھ الكیمیائیة أنشطتھتقییم تاثیر طریقة 
.و من جھة اخرى تقییم الحموضة السكریات المرجعة و المستخلصات الفینولیة)المعتمدة في دراستنا من جھة ھي تحدید الخصائص الكیمیائیة للزیتون (الإستراتجیة

الزیتون أنمن ھده النتائج نستخلصعلى مختلف المعاییر التحلیلیة. التحضیرالنوع و طریقة تأثیرالنتائج تبكتیریا. أظھرنشاطھا المضاد للبكتیریا ضد ثماني 
HPLCینخفض تركیزھما بعد عملیة التحضیر. نتائج التحلیلاللذانو بكمیة معتبرة من اورثودیفینول و الفلافونیود الفینولیكالاخضر تتمیز بتركیبة كیمیائیة ثریة ب

ھده التركیبةأنالزیتون یتبین تحضیرالتي تتمیز بارتفاع معدل الاولوغبیین و الفغباسكوزید. بعدتبین ان مختلف اصناف الزیتون على نفس  العناصر الفینولیة
لا التيSARMمضاد البكتیریا جد فعال الا على البكتیریاھده المستخلصات الفینولیة تتمتع بنشاطأنةالمایكرو بیولوجیالنتائج تبین املحوظ. كمبشكل تتغیر

إلى النتائج المتحصل علیھ لأخیرة استناداالنتائج ان عملیة معالجة الزیتون تؤدي الى انخفاض محسوس في فعالیة ھده رالمركبات. تظھحساسیة اتجاه ھده أيتظھر 
.حافظة و الأدویة الكیمیائیةیتعین علینا نعتبر مستخلصات الزیتون مورد طبیعي غني بمركبات ذات فعالیة بیولوجیا یمكن لاستعمالھا كبدیل طبیعي للمواد ال

ا    للبكتیرینشاط مضاد ,CMI ,HPLC, المستخلصات الفینولیة: زیتون, معالجة,مفتاح الكلمات


	1.pdf
	2.pdf
	3.pdf
	4.pdf
	5.pdf
	6.pdf
	7.pdf
	7-1.pdf
	8.pdf
	8-1.pdf
	8-2.pdf
	9.pdf
	9-1.pdf
	10.pdf
	10-1.pdf
	10-2.pdf
	11 (Réparé) (Réparé).pdf
	11-1.pdf
	12-1.pdf
	12-2.pdf
	12-3.pdf
	12-4.pdf
	12-5.pdf
	12-6.pdf
	12-7.pdf
	12-8.pdf
	13.pdf
	13-1.pdf
	14.pdf
	15.pdf
	16-1.pdf
	16-2.pdf
	16-3.pdf
	16-4.pdf
	16- 6.pdf
	17.pdf

