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Introduction 
 

L'olivier cultivé (Olea europaea L.) est un arbre existant en mode natif dans la région 

méditerranéenne (Galanakis, 2011)). L’olive, le fruit de cette arbre, est une drupe, 

devenant généralement noirâtre brun à pleine maturité, (Esteves da Silva, 2010). Les fruits 

d’olives se trouvent sous différentes formes, tailles et poids, elles sont aussi consommées 

sous différentes formes, à savoir l'huile d'olive et l’olives de table (Vinha et al., 2005; 

Galanakis, 2011). 

La texture du comestible est très variable, en fonction de la variété, la teneur en huile, 

stade de maturité, la qualité du sol, le climat et d'autres facteurs qui rentrent dans la 

composition chimique et physique du fruit (Mafra et al., 2004). La composition des fruits 

d'olive est influencée, en particulier, par leur stade de maturation (Charoenprasert et 

Mitchel, 2012). 

La grande consommation des olives de table, pendant des siècles, est connue et 

fréquente dans le monde entier en raison de leurs caractéristiques nutritionnelles et 

agréables au gout. Selon le degré de maturité au moment de la récolte qui détermine la 

couleur il existe trois types principaux d’olives de table : vert, véraison et noir. 

Les olives de table vertes sont actuellement les plus importants produits de légumes 

fermentés de l'industrie alimentaire dans le monde développé, elles ont un intérêt croissant 

en raison de leurs avantages pour la santé (Caponio et al., 2019). 

Elles sont produites par le traitement des olives avec l'objectif d'éliminer leur amertume 

naturelle (Esteves da Silva, 2010), qui résulte de la présence d’une concentration élevée en 

de composés phénoliques, principalement oleuropéine. 

Traditionnellement, les olives de table sont produites par un procédé de fermentation 

spontanée fortement influencée par le micro-biote autochtone, bien que plusieurs méthodes 

sont utilisées pour préparer les olives de table dans les différents pays (Caponio et al., 

2019). Les olives de table vertes de style espagnol, traité par la soude, sont les plus 

populaires et les plus préférer au niveau du marché mondial. 

Ces dernières années, les intérêts de recherche sur les olives de table ont 

considérablement augmenté (Sabatini et al., 2009). L’olives directement saumurées, sans 

désamérisation préalable par l’NaOH, gagnent de plus en plus d'acceptation dans le marché 

en raison de la préférence client actuel pour les produits naturels et biologiques (Moreno- 

Baquero et al., 2013). En outre, la solution de l’NaOH produit des grands volumes d'eaux 

usées contaminées (solutions alcalines et eaux de lavage) (Habibi et al., 2016). 
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C’est dans cet axe que s’inscrit ce travail qui a pour objectif d’évaluer l’effet de la 

désamérisation biologique et la désamérisation chimique sur les caractéristiques physico- 

chimiques, la composition et le pouvoir antioxydant des olives de table vertes et d’estimer 

l’appréciation des olives issues des deux traitements par le consommateur, afin de 

comparer entre les deux méthodes. 

Le premier chapitre et le deuxième seront consacrés à faire une synthèse bibliographie 

concernant les olives de table et les méthodes de désamérisation applicables sur l’olive 

respectivement. Quant la partie expérimentale abordera l’explication des méthodes  

utilisées durant cette étude, les résultats obtenues et leurs interprétations. 
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I. Olives de table 

I.1. Généralité sur l’olive 

L’olive est le fruit de l’olivier, arbre fruitier fait partie de la famille des Oléacées, 

caractéristique des régions méditerranéennes. On distingue l'olivier sauvage (Olea Europa 

Sylvestris) et l'olivier cultivé (Olea Europae Sativa). 

L’olivier est cité dans le saint Coran comme étant un arbre béni, symbole de l’homme 

universel et l’huile d’olive, est source de la lumière divine pour guider les hommes. Il est 

cultivé pour ses fruits, que l’on consomme entières ou sous forme d’huile après pressage.  

I.1.1. Définition de l’olive 
 

L’olive est une drupe à peau lisse, à enveloppe charnue renfermant un noyau très dur, 

osseux, qui contient une graine, quelques fois deux. Sa forme ovoïde est typique. Sa 

couleur, d’abord verte, vire au bleu violacé et au noir à maturité complète. C’est un aliment 

et la source d’une huile alimentaire issue de son enveloppe riche en graisses (Gigon et al., 

2010). 

I.1.2. Culture et récolte de l’olive 
 

La zone de présence de l'olivier délimite les régions de type méditerranéen. L'olivier est 

un arbre qui s'accommode de terrains pierreux et secs, il apprécie particulièrement les sols 

calcaires. Il craint le froid. En période de repos végétatif, l’olivier peut supporter des 

températures froides de l’ordre de –10°C à –15°C. L’olivier, par contre, est apte à 

supporter des températures élevées si l’apport en eau est satisfaisant. 

La croissance de l’olive comprend les phases suivantes : 
 

 la floraison (des grappes de fleurs jaunes et blanches se forment sur les 

rameaux de l’année précédente) ; 

 La fécondation (pour se transformer en fruit, la fleur de l’olivier a besoin d’être 

fécondée) ; 

 La nouaison (c’est l’étape de formation des fruits. Seulement 5 % des fleurs 

vont se transformer en fruits) ; 

 Le grossissement des fruits (l’olive atteint sa taille adulte en septembre) ; 

 la véraison (c’est l’étape de changement de couleur des olives), la maturation 

(l’olive mûrit pour passer du vert au noir, marron, violacé …, selon la variété). 
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Selon l'usage auquel on les destine, les olives sont récoltées à des époques différentes. 

Suivant les variétés, on cueille les olives de table à partir du mois d'août jusqu'à la fin 

octobre. Elles sont alors de couleur verte puisqu'elles ne sont pas mûres. Les olives mûres, 

pour la fabrication de l'huile ou pour la table, de couleur noire, sont récoltées de novembre 

à février. 

Il existe deux techniques de récolte, la récolte à la main où les olives sont ramassées à la 

main ou à l’aide d’un instrument appelé peigne et la récolte mécanisée : à l'aide de moyens 

mécaniques (vibreur, secoueur,…) où les olives sont secouées ou aspirées, ne s'applique 

que pour les olives noires, Cette méthode nécessite un matériel coûteux. La cueillette 

manuelle est la technique la plus ancienne et la seule utilisée encore en Algérie. 

I.1.3. Structure et composition de l’olive 
 

L’olive est constituée de l’extérieur vers l’intérieur de trois parties : l’épicarpe, le 

mésocarpe et l’endocarpe (Fedeli, 1997) : (Figure 1) 

 Épicarpe (la peau de l’olive) : il est recouvert d'une matière cireuse 

imperméable à l'eau. 

 Mésocarpe (la pulpe du fruit) : il est constitué de cellules dans lesquelles vont 

être stockées les gouttes de graisses. 

 Endocarpe (le noyau) : il est formé de l’enveloppe qui se sclérifié l’été et 

l’amande à l'intérieur du noyau qui contient deux ovaires dont l'un n'est pas 

fonctionnel, stérile. Le deuxième produit un embryon qui, en situation favorable 

d'humidité, de chaleur et d'environnement donnera un nouvel olivier. 

 

Figure (1) : Structure d’une olive (Sansoucy, 1984) 
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I.1.4. Composition chimique de l’olive 
 

La distribution et la structure des constituants chimiques de l’olive sont complexes et 

dépendent de paramètres tels que la variété, les pratiques de culture, l’origine géographique 

et le niveau de maturation. 

Les fruits de l’olive, sont principalement composés d’eau (70–75%) et de lipides. La 

teneur en huile de l’olive varie de 14 à 30%, selon le cultivar et le stade de maturité 

(Bianchi, 2003). 

Les olives sont riches en acides gras mono-insaturés, principalement de l'acide oléique 

(47–84%) et de l'acide palmitoléique (0,3-3,5%), de plus, l'olive contient des quantités 

importantes d'acides gras polyinsaturés, d'acides linoléique et linoléiques, qui sont des 

acides essentiels (Servili et al., 2016). 

Les sucres dans les fruits de l’olive représentent jusqu’à 3,5-6% (Servili et al., 2016), 

une petite quantité comparée aux autres drupes. Les principaux sucres dans les fruits frais 

sont le glucose, le fructose, le saccharose et le  mannitol, bien que d'autres sucres, tels que 

le galactose, le mannose, le sorbitol, le xylose et  le rhamnose, aient été rapportés (Issaoui 

et al., 2011, Aktas et al., 2014 ). 

Les olives contiennent des concentrations de composés phénoliques comprises entre 1 et 

3% du poids de la pulpe fraîche. Les phénols les plus abondants dans les olives fraîches 

sont l'oleuropéine, la déméthyloleuropéine, l'hydroxytyrosol et le verbascoside (Blekas et 

al., 2002 ; Servili et al., 2016 ; Romero et al., 2017). Les principales classes de composés 

phénoliques présents dans les olives sont les sécoiridoïdes, les acides phénoliques, les 

alcools phénoliques et les flavonoïdes. 

Les sécoiridoïdes sont caractérisés par la présence soit d’acide élénolique, soit de ses 

dérivés dans leurs structures moléculaires. Ces composés sont présents exclusivement dans 

les plantes appartenant à la famille des Oléacées. L'oleuropéine, la déméthyloleuropéine, le 

ligstroside et le nüzhénide sont les sécoiridoïdes les plus abondants dans les olives, dont 

l’oleuropéine, est le sécoiridoïde typique de l’olivier (Servili et Montedoro, 2002). 

l'oleuropéine est présente en grande quantité dans les fruits d'olive immatures non 

transformés, il est responsable de leur goût amer, ce composé représente jusqu'à 14% du 

poids sec des olives non mûres mais, pendant la maturation, il est hydrolysé et produit 

plusieurs molécules simples comme l'hydroxytyrosol et l'oleuropéine aglycone (Tan et al., 

2003). 



Synthèse bibliographique 
 

6 

 
 

L'hydroxytyrosol et le tyrosol sont les alcools phénoliques les plus abondants. Les 

flavonoïdes comprennent les glycosides de flavonol, tels que le lutéoline-7-glucoside et la 

rutine, ainsi que les anthocyanines. Le verbascoside, un dérivé de l'acide 

hydroxycinnamique, est également présent (Servili et al., 2004 ; De la Torre-Carbot et 

al., 2005). 

Les olives fraîches sont riches en acides triterpéniques, principalement en acides 

masliniques et oléanoliques (Romero et al., 2010; Medina et al., 2012; Alexandraki et 

al., 2014), qui sont principalement concentrés dans la peau (Romero et al., 2017). 

Plus récemment, une attention particulière a été accordée au phytoprostane (PhytoP), 

un composé bioactif identifié dans des olives fraîches et des olives vertes de style espagnol 

(Collado-González et al., 2015). 

L’olive de table est une source également en α-tocophérol (Sakouhi et al., 2008; 

Malheiro et al., 2012). 

I.2. Les olives de table 

I.2.1. Définition d’olives de table 
 

Selon Conseil Oléicole International (COI), On appelle « olives de table » le produit : 

préparé à partir des fruits sains de variétés de l’olivier cultivé choisies 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 à des traitements de désamérisation et 

conservé par fermentation naturelle, ou par traitement thermique, avec ou sans agent de 

conservation. Conditionné avec ou sans liquide de couverture. 

Selon le CODEX STAN 66 (2013), les olives de table sont classifiées selon le type 

d’olives et la préparation commerciale ou le traitement appliqué (Tableau I). 

I.2.2. Types d’olives de table 
 

En fonction du degré de maturité des fruits frais, le COI a classé les olives de table en : 
 

a) Olives vertes : fruits récoltés au cours du cycle de maturation, avant la 

véraison, au moment où ils ont atteint leur taille normale. 

b) Olives tournantes : fruits récoltés avant complète maturité, à la véraison. 

c) Olives noires : fruits récoltés au moment où ils ont atteint leur complète 

maturité, ou peu avant. 
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Le tableau I résume les différentes préparations commerciales d’olives de table : 
 

Tableau I : Classification d’olives de table (CODEX STAN, 2013) 

            

          Préparations 

commerciales 

Types d’olives Traitements 

Olives 

confites 

Olives 

vertes 

Confites 

Olives 

tournantes 

confites 

Olives 

noires 

confites 

Traitement alcalin 

Olives 

vertes mures 

/ / Traitement destiné à enlever 

l’amertume plus un traitement 

thermique adéquat 

Olives au 

naturel 

Olives 

vertes au 

naturel 

Olives 

tournantes au 

naturel 

Olives 

noires au 

naturel 

Fermentation totale ou 

partielle dans la saumure, 

conservée par adjonction 

d’agents acidifiants ou non 

Olives 

déshydratées 

et/ou ridées 

Olives 

vertes 

déshydratées 

et/ou ridées 

Olives 

tournantes 

déshydratées 

et/ou ridées 

Olives 

noires 

déshydratées 

et/ou ridées 

Ayant subi ou non un léger 

traitement alcalin, conservées 

en saumure ou partiellement 

déshydratées au sel sec et/ou 

par chauffage ou autre 

procédé technologique 

Olives 

noircies 

par 

oxydation 

Olives noires Olives vertes ou tournantes 

conservées en saumure, 

fermentées ou non, et noircies 

par oxydation, avec ou sans 

milieu alcalin. 

Spécialité Olives Différentes traitements 

complémentaires. 
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I.3. Marché économique des olives de table 

I.3.1. Marché mondiale 

Certains estiment qu'il y aurait plus d’un milliard d'oliviers dans le monde, la plupart 

bien sûr autour de bassin méditerranéen. La production d'olive est concentrée sur le 

pourtour méditerranéen : Espagne, Italie, Grèce, Turquie, Syrie, Algérie, Tunisie, Maroc, 

Égypte, Portugal. 

Selon le COI (2019), la production mondiale de la campagne 2018/19 est estimée à 2 

735 500 tonnes, soit une diminution de 7 % par rapport à la campagne antérieure 

(2017/2018), et les pays membres du COI contribueraient à 91 % de la production  

mondiale d’olives de table. 

L’Espagne, premier producteur mondiale, enregistrerait une production de 613 000 t. 

L’Égypte, le deuxième pays producteur, enregistrerait 450 000 t. Elle est suivie de la 

Turquie (420000 t), de l’Algérie (342 500 t), de la Grèce (190 000 t), du Maroc (130 000  

t), de l’Iran (70 000 t) et de l’Argentine avec 66 000 t (COI, 2019). Les autres pays 

membres ont enregistrerait des volumes inférieurs. 

La consommation est passée de 2 737 000 à 2 667 000 tonnes avec une diminution 

d’environ 3 % par rapport à la campagne 2017/18 et les principaux pays consommateurs 

sont également les principaux pays producteurs. 

I.3.2. Marché Algérien 
 

L’olivier occupe une place très importante dans l’agriculture Algérienne, en effet les 

surfaces agricoles consacrées à l’oléiculture ont atteint depuis 1999, près de 500.000 

hectares au niveau national, selon un responsable du ministère de l’Agriculture et de la 

pêche. D’après l’estimation du COI (2019), l’Algérie a atteint une production de 342 500 t 

avec une augmentation de 8 %, en parallèle, la consommation marque aussi une 

augmentation (8 %) (Figure 2). L’Algérie est l’un des pays les plus producteurs des olives 

de tables vertes, ainsi, elle présente un taux de consommation très élevé par rapport aux 

autres pays membres de COI. 

Au cours de cette campagne, 2018/19, et la campagne précédente, 2017/18, aucune 

importation ni exportation est enregistrée, et les demandes sont couvrir par la production 

nationale. 
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Figure (2) : Evolution du marché algérien des olives de table. 
 

II. Désamérisation des olives de table 
 

L’olive est le seul fruit qui ne peut être consommé directement car il renferme des 

teneurs élevées en oleuropéine responsable du goût amer de la drupe, il doit être soumis à 

des traitements en fonction de la variété et stade de maturité pour éliminer cette amertume 

(Habibi et al., 2016). 

Les olives de table sont habituellement traitées selon l’un des procédés suivants 

(Chemonics International, 2007) : Américain, Espagnol, Grec ou Kalamata. 
 

II.1. Elaboration des olives vertes à l’échelle industrielle 
 

Dans toutes les conserveries l’élaboration des olives de table vertes se fait selon le style 

espagnol qui procède à une désamérisation chimique avec la soude tout en suivant les 

différentes étapes illustrées dans ce schéma : 

 

Figure (3) : Les étapes d’élaboration des olives de table vertes à l’échelle industrielle. 
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II.2. Désamérisation des olives de table vertes 
 

Pour rendre les olives plus agréables au goût et acceptables aux consommateurs, elles 

sont généralement désamérisées (Owen et al., 2003). La désamérisation est un traitement 

destinée à éliminer l’amertume des olives vertes en hydrolysant et solubilisant 

l’oleuropéine, le composé responsable du goût amer (Bianchi, 2003). Il existe plusieurs 

méthodes pour la désamérisation des olives : 

 Des méthodes traditionnelles qui peuvent être par voie chimique ou biologique. 
 

 Des méthodes récentes telles que la désamérisation accélérée par ultrasons 

(Habibi et al., 2016), l’utilisation à la fois de soude et de sel (Ambra et  al., 

2017), par oxydation de l’oleuropéine (Garia et al., 2008), par l’utilisation des 

enzymes (Soner et Akpinar-Bayizit, 2009), la désamérisation biologique par 

utilisation des microorganismes (Lopez et Lopez, 2007). 

II.2.1. Désamérisation chimique 
 

Est la méthode la plus utilisée dans le monde dont les olives sont traité par une solution 

diluée de soude qui pénètre le fruit jusqu’au 2/3 de son volume et hydrolyse l’oleuropéine. 

Ce traitement est effectué avec la soude dont la concentration et la durée variable selon la 

variété et l’état de maturation des fruits. 

Les olives vertes sont traitées avec une solution d’hydroxyde de sodium dont la 

concentration de l’NaOH varie 2% à 2,5% pendant 8 à 12 heures. Durant cette période, 

l'oleuropéine sera hydrolysée sous l’action de la soude. Les fruits doivent être 

complètement immergés dans la solution, car en cas où elles sont exposées partiellement 

ou entièrement à l’air elles noirciront rapidement d’une part et d’autre elles ne subiront 

qu’une partielle désamérisation. 

Dans des conditions alcalines, la liaison ester de l'oleuropéine est brisée avec la 

formation de l'hydroxytyrosol et le glucoside d'acide élénolique (Figure 5), les deux 

composés non amers (Brenes & de Castro, 1998). 
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Figure (4) : L’hydrolyse de l’oleuropéine par voie chimique 
 

Après le traitement, les olives sont lavées 2 à 3 fois pour éliminer la soude résiduelle 

dans l’olive et soumises à une fermentation lactique dans une saumure (9 - 10 %) pendant 

plusieurs mois (Kiai et Hafidi, 2014). 

Le traitement avec l’NaOH permet l'édulcoration des olives vertes de style espagnol très 

rapidement et favorise un produit avec une couleur, flaveur et arôme caractéristique, due à 

la fermentation spontanée dans les saumures. La fermentation lactique est l’étape la plus 

importante dans cette préparation, car elle est responsable des propriétés organoleptiques 

des olives et garantit leur conservation (Ramírez et al., 2017). 

Ce traitement alcalin engendre des modifications physico-chimiques et structurelles 

importants sur les olives parmi elles on cite : 

 Elimination partielle de l'amertume et osmose facilité par l'augmentation de la 

perméabilité de la peau (Garrido Fernandez et al., 1992). 

 Ramollissement et perte de la tonicité de la pulpe. 

 Une perte au niveau de la composition chimique des olives, sucres, 

polyphénols, lipides, acides organiques…, soit par dissolution de ces composés soit 

par leur dégradation chimique et donc une diminution de la valeur nutritionnelle des 

olives. 

 Les composés phénoliques subissent des transformations quantitatives et 

qualitatives au cours du traitement d'olive (Brenes et de Castro, 1998 ; Servili  et 

al., 2006). 

 La diminution du taux de l’oleuropéine et l’augmentation du taux ses dérivés. 

 La dégradation des lipides (Lopez et Lopez, 2008). 

 La dégradation des chlorophylles (Gandul Rojas et al., 2018). 
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Au cours de la fermentation aussi il y des changements physico-chimiques qui se 

produisent : 

 Des composés hydrosolubles tels que des glucides, des composés phénoliques 

et des autres nutriments, diffuse à partir d'olives vers la saumure, tandis que le sel va 

de la saumure dans les olives jusqu'à ce qu'il atteigne un état d'équilibre à la fin du 

processus de saumurage. 

 Les substrats fermentescibles (glucose, le fructose, le mannitol, le saccharose, 

etc.) sont la principale source d'énergie de micro-organismes de fermentation, qui 

fourniront des acides organiques (principalement de l'acide lactique) essentielle pour 

la stabilité et de la conservation des olives de table au cours de la fermentation et de 

stockage. 

 Diminution du pH. 
 

II.2.2. Désamérisation biologique 
 

Les molécules de l’oleuropéine peuvent être également hydrolysées par voie 

enzymatique. Certains microorganismes possèdent une activité β-glucosidase et estérase 

dans leur métabolisme et de nombreux chercheurs ont étudié la possibilité de les utiliser 

pour hydrolyser l'oleuropéine et ainsi accélérer l'adoucissement des fruits (Ciafardini, et 

al., 1994). 

Le traitement par la soude pourrait être remplacé par une levure hydrolysant 

d’oleuropéine, ce traitement confère des propriétés biochimiques qui favorisent la 

fermentation lactique ultérieure avec Lactobacillus plantarum (L. plantarum) (Soler et al., 

2000). 

Selon les découvertes, le traitement chimique pourrait également être remplacé par un 

procédé entièrement microbiologique qui assurerait à la fois les étapes de désamérisation et 

de fermentation en utilisent des souches oleuropéino-lytiques. Diverses souches de L. 

plantarum isolées de la saumure d’olives naturellement mûres non traitées avec un alcalin 

ont été trouvées capables d’hydrolyser l’oleuropéine. (Soler et al., 2000). 

Des études ont confirmé que certaines souches de L. plantarum ont pu hydrolyser 

l’oleuropéine par l'action de β-glucosidase formant son aglycone, et l'activité estérase a par 

la suite libéré les produits finaux de l’hydrolyse, l'acide élénolique et hydroxytyrosol 

(Figure 5) (Marsilio et al., 1996 ; Ghabbour et al., 2011 ; Zago et al., 2013 ; Tofalo et 

al., 2014). 



Synthèse bibliographique 
 

13 

 
 

Certaines de ces souches ont été capables d'hydrolyser 90 % de l'oleuropéine dans la 

solution modèle, obtenant l'hydroxytyrosol comme produit d'hydrolyse final, tandis que 

d'autres chercheurs ont seulement détecté la formation d'un métabolite intermédiaire, 

l'aglycone d'oleuropéine (Santos et al., 2012). 

 

Figure (5) : L’hydrolyse de l’oleuropéine par voie biologique (enzymatique). 
 

Les olives vertes confites naturellement, qui ne sont pas traitées avec la soude, perdent 

leur amertume lentement pendant des mois. Le principal micro-biote dans la saumure de 

ces olives est formé par les levures et parfois des bactéries lactiques lorsque les conditions 

sont favorables (Garrido-Fernandez et al., 1997 ; Ramirez et al., 2017). 

La production et la consommation d'aliments biologiques et / ou naturels a  augmenté 

ces dernières années, mais pas celles des olives écologiques et / ou naturels. Il y a plusieurs 

raisons de ce phénomène et parmi eux est la nécessité d'enlever l'amertume des olives sans 

l'utilisation d'une solution de NaOH et de fournir un produit souhaitable pour les 

consommateurs qui nécessite plus de temps. Le but de développer ce types de traitements 

naturelles d'olive verte est d’obtenir un produit final ayant des caractéristiques 

organoleptiques appréciables (couleur, fermeté et flaveur) ou semblables à ceux du type 

d'olives de table universellement acceptée, tels que les olives vertes de style espagnol. 

L’inconvénient est que cette procédure reste applicable que sur des variétés d’olives 

relativement pauvres en composés phénoliques car l’action des bactéries lactiques est 

inhibée par les concentrations élevées d’oleuropéine (Soler et al., 2000). 
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I. Présentation du matériel végétal 
 

Le but de ce travail est de comparer entre deux méthodes d’élaboration des olives de 

table vertes, l’une consiste en une désamérisation chimique, en utilisant la soude, et l’autre 

en une désamérisation biologique d’olives tailladées, et d’évaluer l’effet de ces deux 

méthodes sur l’activité anti-oxydante des extraits méthanoliques. 

Les olives des deux variétés Gordal (Seddouk) et Teffahi (Tazmalt), ont été récoltées 

durant la campagne oléicole 2018/2019, au niveau de la wilaya de Béjaia, elles sont 

transportées au laboratoire où elles sont triées, calibrées et lavées. Les caractéristiques des 

deux variétés étudiées sont présentées dans le tableau II. 

Tableau II : Caractéristiques des variétés d’olives étudiées 
 

Variété Origine Caractéristiques 

Gordal Bejaia 

(Seddouk) 

Gros fruit, légèrement asymétrique au sommet pointu et à 

la base tronquée, à chair très abondante, ferme et craquante 

qui se détache très facilement d’un noyau long et fin. 

PM= 8,47 g 

Teffahi Bejaia 

(Tazmalt) 

Gros fruit arrondi et symétrique de couleur vert jaunâtre. 

La chair est abondante et se détache très facilement d’un 

petit noyau. 

PM= 5,40 g 

 

Les olives des deux variétés sont divisées en deux lots ; l’un est élaboré selon le procédé 

espagnol qui comprend : une désamérisation chimique, par immersion de l’échantillon 

d’olive dans une solution de soude (1,5%), jusqu’à pénétration de la soude aux 2/3 de 

l’épaisseur de la pulpe ; un rinçage avec l’eau deux fois pendant 4 heures, puis une fois 

pendant 12 heures ; et une fermentation dans une saumure à 10 % de NaCl. 

Les olives du second lot sont tailladées en créant deux entailles dans chaque fruit  

d’olive avec une lame et mises directement dans une saumure concentrée à 10 % en NaCl. 

Les olives sont fermentées pendant deux mois, jusqu’à abaissement du pH à 4,5. Les 

saumures des échantillons ont été renouvelées avec la même concentration initiale pour 

leur conservation. 
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Gordal non 

tailladée 
Gordal 

tailladée 

 

Teffahi 

non 

tailladée 

Teffahi 

tailladée 

 

Les échantillons ont été codés comme suit : GNT (Gordal Non Tailladée), GT (Gordal 

Tailladée), TNT (Teffahi Non Tailladée) et TT (Teffahi Tailladée). La figure (6) montre la 

photographie des différents échantillons étudiés. 

Le matériel et les réactifs utilisés sont cités dans l’annexe I. 
 

 
 

 

 

Figure (6) : Photographie des différents échantillons étudiés. 
 

II. Paramètres physico-chimiques 
 

II.1. Taux en humidité 

Ce test consiste à déterminer la teneur en eau des fruits selon la  méthode de Tovar et 

al., (2002). Un poids de 5g de pulpe d’olive de chaque échantillon est séché dans étuve à 

105 °C jusqu’à obtention d’un poids constant (24 à 48h). 

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

l’échantillon fraiche et celui de l’échantillon séché et elle est exprimée en pourcentage de 

poids en utilisant la formule ci-dessous : 

H% = [(P – Ps) / (P – P0)]*100 
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Avec : 

H% : humidité des fruits exprimée en pourcentage. 

P et Ps : poids du creuset et de l’échantillon avant séchage et après séchage respectivement. 

P0 : poids du creuset vide. 
 

II.2. Mesure du pH 
 

Le pH a été déterminé sur la saumure à l’aide d’un pH-mètre de marque CRISON. 

II.3. Acidité titrable 
 

L’acidité titrable des olives a été déterminée par la méthode de Garrido Fernandez et 

al., (1997). Le protocole consiste à macérer 1 g d’olives dans 2 ml d’eau puis l’ajustement 

de volume à 10 ml et une filtration, l’acidité est titrée avec une solution d’hydroxyde de 

sodium (NaOH) à 0,1N, en présence de phénolphtaléine comme indicateur coloré, jusqu'à 

l’obtention d’une couleur rose persistante. L’acidité est exprimée en g d’acide lactique / 

100g de pulpe d’olives et les résultats sont calculés selon la formule suivante : 

AT = (10/m)*VNaOH*NNaOH*(100/V0) 

AT : Acidité titrable. 

m : Prise d’essai en g. 

NNaOH : Normalité en mol/l de la solution de soude. 

V0 : Volume en ml du prélèvement aliquote. 

VNaOH : Volume en ml de la solution de soude. 
 

II.4. Taux de sel 
 

Le taux de sel est déterminé selon la méthode proposée par Pearson (1976), reprise par 

Maldonado et al., (2008). Il s’agit d’ajuster 1ml de la saumure à 50ml avec de l’eau 

distillée. Après ajustement du pH entre 7 et 9, un ml de chromate de potassium (5%) sont 

ajoutés, un titrage est réalisé avec le nitrate d’argent (0,1N) jusqu’au virage de la couleur 

au rouge brun. 

Le taux de sel pour la saumure est calculé selon la formule suivante : 

NaCl (%) = N * V * 5 8,5 * 0,02 

N : normalité de la solution d’AgNO3 

V : volume d’AgNO3 utilisé pour la titration. 

0,02 : facteur de dilution (1ml + 49ml d’eau distillée) 

58,5 : éq du NaCl 
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III. Dosage des sucres 
 

La teneur en sucres a été déterminée selon la méthode de Miller (1959), modifiée par 

Gonçalves et al., (2010), en utilisant le glucose comme standard. Les sucres réduisent 

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

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

d'absorption à 546 nm. 0,5 ml d’extrait, obtenu par macération dans l’eau, est additionnée à 

0,5 ml du réactif de DNS et le mélange est incubé dans un bain-marie à 100º C pendant 

5min, puis il est refroidis dans l’eau glacée et dilué avec l’ajout de 5ml de l’eau distillée. 

Lorsque le mélange atteint la température ambiante, l’absorbance est lue contre un blanc à 

540nm et les résultats sont exprimés en g équivalent de glucose par 100g de matière  

fraiche en se référant à une courbe d’étalonnage (Annexe II-a). 

IV. Dosage des caroténoïdes 
 

La teneur en caroténoïdes a été déterminée selon le Protocol décrit par Fernando Reyes 

et al., (2007) dont l’équivalent de 5g d’échantillon est additionné à 12,5ml d’une solution 

de deux solvants, l’acétone et l’éthanol (50/50) suivi d’une filtration. Le retentât est lavé 

avec 10ml de la même solution additionnée de BHT, en suite 10ml d’hexane sont ajouté, le 

mélange est agité et laissé au repos 15mn. Une autre agitation est réalisée après l’ajout de 

10ml d’eau distillée, le mélange est laissé au repos pendant 30mn. L’absorbance est lue 

contre un blanc (hexane) à 470nm et les résultats sont exprimés en mg équivalent de β- 

carotène par 100g de matière fraiche en se référant à une courbe d’étalonnage (Annexe II- 

b). 

V. Dosage des composés phénoliques 
 

V.1. Préparation des extraits méthanoliques 
 

Les extraits sont préparés suivant le protocole décrit par McDonald et al., (2001). Un 

équivalent de 5g de matière sèche de chaque échantillon est macéré et homogénéisé dans 

25 ml de méthanol/eau (80/20). Après centrifugation à 3000 rpm pendant 5min, les 

surnagents sont récupérés tandis que les culots subissent une seconde extraction dans les 

mêmes conditions. Les extraits de même échantillon sont combinés puis délipidés (par 

deux lavages à l’hexane), ensuite ils sont filtrés. 
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V.2. Dosage des polyphénols totaux 
 

Les teneurs en polyphénols ont été déterminées par la méthode de Folin-Ciocalteu où en 

milieu basique les composés phénoliques réduisent le réactif de Folin-Ciocalteu en oxyde 

de tungstène et de molybdène de couleur bleue. L’intensité de cette couleur est 

proportionnelle à la quantité de polyphénols présents dans l’extrait (Khadri et al., 2013). 

Le dosage a été effectué suivant le protocole de Borzillo et al., (2000). Un volume de 

0,5 ml de réactif de Folin-Ciocalteu est ajouté à 0,1ml d’extrait méthanolique. Après 5 min, 

3 ml de solution de carbonate de sodium (à 20 %) sont additionnés et le volume du 

mélange est ajusté à 10 ml avec l’eau distillée. Le mélange est incubé à l’obscurité pendant 

30 min puis centrifugé (1500 rpm/15min). 

L’absorbance du surnageant est mesurée contre un blanc à une longueur d’onde de 725 

nm et les résultats sont exprimés en mg équivalent d’acide gallique par 100g de matière 

fraiche d’olive, en se référant à une courbe d’étalonnage (Annexe II-c). 

V.3. Dosage des ortho-diphénols 
 

Les ortho-diphénols ont été quantifiés selon le protocole décrit par Bendini et al., 

(2003) qui consiste à ajouter 1 ml de la solution de molybdate de sodium à 5%, préparée 

dans l’éthanol/eau 50%, à 4 ml d’extrait méthanolique. Après 15 minutes d’incubation à 

l’obscurité, l’absorbance est lue dans l’UV à 370 nm contre un blanc et les résultats sont 

exprimés en mg équivalent d’acide caféique par 100g de matière fraiche, en se référant à 

une courbe d’étalonnage (Annexe II-d). 

V.4. Dosage des flavonoïdes 
 

Les teneurs en flavonoïdes ont été déterminées par la méthode de Djeridane et al., 

(2006), où 1,5 ml d’extrait ont été mélangé avec 1.5 ml de trichlorure d’aluminium à 2% et 

l’absorbance du mélange a été mesurée à 430 nm. Les résultats sont exprimés en mg 

équivalent de quercétine par 100g de matière fraiche, en se référant à une courbe 

d’étalonnage (Annexe II-e). 

VI. Activité anti-oxydante 
 

L’activité antioxydant a été estimée par trois méthodes : un test du pouvoir réducteur sur 

le fer ferrique, un test de réduction du phosphomolybdate et un test du pouvoir anti- 

radicalaire sur le DPPH. 
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VI.1. Test du pouvoir réducteur 
 

Ce test consiste à mesurer la capacité des antioxydants à réduire le fer ferrique (Fe3+) 

du complexe ferricyanure en fer ferreux (Fe2+), à pH acide (Nur Alam et al., 2013) par un 

simple transfert d’électrons. 

Cette réaction d’oxydoréduction est traduite par une coloration verte dont l’intensité est 

proportionnelle au pouvoir réducteur (Blazovics et al., 2003). 

Ce pouvoir réducteur est déterminé selon le Protocol suivant : 1ml d’extrait est 

additionné à 2,5ml de tampon phosphate (0,2 M et pH 6,6), et 2,5 de ferricyanure de 

potassium à 10%. Un volume de 2,5 ml du mélange est additionné de 2,5 d’eau distillée et 

de 0,5ml de chlorure ferrique à 1%. L’absorbance est mesurée à 700 nm contre un blanc et 

les résultats sont exprimés en mg équivalent BHA par 100g de matière fraiche en se 

référant à une courbe d’étalonnage (Annexe II-f). 

VI.2. Test de réduction du phosphomolybdate 
 

Le dosage de la capacité anti-oxydante totale est une méthode spectroscopique pour la 

détermination quantitative de la capacité anti-oxydante, par la formation d'un complexe 

phosphomolybdène. Le dosage est basé sur la réduction de Mo (VI) en Mo (V) par 

l'échantillon et la formation subséquente d'un complexe phosphate vert Mo (V) à pH acide. 

La capacité anti-oxydante totale est déterminée selon la méthode décrite par Prieto et 

al. (1999). Un volume de 0,2 ml d’extrait est additionné de 2 ml de réactif (acide  

sulfurique 0,6 M, phosphate de sodium 28 mM et molybdate d'ammonium 4 mM) puis 

incubé à l’étuve à 95 °C pendant 90 minutes. Après refroidissement de l'échantillon à 

température ambiante, l'absorbance de mélange est mesurée à 95 nm contre un blanc. Les 

résultats sont exprimés en équivalent de trolox par 100g de Matière fraiche en se référant à 

une courbe d’étalonnage (Annexe II-g). 

VI.3. Test du pouvoir anti-radicalaire sur le radical DPPH.
 

Le pouvoir anti-radicalaire est mesuré sur le  DPPH : 1,1-diphényle-2-picrylhydrazyl, 

qui est un radical libre relativement stable de couleur violette en solution dans le méthanol 

sa décoloration explique le pouvoir de l’extrait à piéger ce radical libre, qu’on peut détecter 

par spectrophotomètre-UV (Khadri et al, 2013). 

Selon le mode opératoire décrit par Boskou et al., (2010), 0,5ml d’extrait est mélangée 

avec 2ml d’une solution méthanolique de DPPH, et mis à l’obscurité pendant 30 min. 
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La lecture de l’absorbance est faite à 515 nm contre un blanc en se référant à un témoin 

sans extrait. Les pourcentages d’inhibition sont calculés comme suite : 

AA (%) = [(At – A0)/ At]* 100 

AA : l’activité anti-radicalaire (en % d’inhibition) ; 

At : l’absorbance du témoin ; 

A0 : l’absorbance de l’échantillon. 

Les résultats ont été exprimés en mg d’équivalent α-tocophérol par 100g de matière 

fraiche en se référant à une courbe d’étalonnage (Annexe II-h). 

La valeur IC50 qui représente la concentration d’extrait inhibant 50% du radical DPPH 

(Boskou et al., 2006), a été déterminée pour chaque échantillon en utilisant les courbe de 

l’annexe III. 

VI.4. Détermination de RACI 
 

Le RACI représente les scores moyens des activités anti-oxydantes des échantillons 

pour classer ces derniers selon leur potentiel antioxydant, il est calculé selon la méthode de 

Sun et Tanumihardjo (2007). 

Pour évaluer l’Index Relatif de la Capacité Anti-oxydante de chaque échantillon, le 

calcul du score standard est calculé selon la formule suivante : 

 

Avec x est la valeur brute de chaque test correspondant à chaque échantillon, µ est la 

moyenne des valeurs pour chaque test, σ est la dérivation standard de toutes les valeurs 

appartenant à chaque test. 

Ensuite, la valeur du RACI est obtenue par le calcul de la moyenne des scores comme 

suite : 

 

 

 
VII. Analyse sensorielle 

 

L’approche qui prévaut en analyse sensorielle est de considérer le jury comme un 

instrument de mesure (Delacharlerie et al., 2008). 

L’analyse sensorielle a été effectuée par un jury expert composé de huit personnes, 

préalablement formés et entrainés à l’évaluation sensorielle par l’Université 
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d’Abderrahmane MIRA de Bejaia. La séance de dégustation a lieu au niveau du laboratoire 

d’analyse sensorielle de l’Université. 

Les olives ont été évaluées selon les principaux attributs de qualité des olives de table 

déterminés par le COI (2011), dont quatre groupes d’attributs ont été choisie pour la mise 

en place du questionnaire préparé (annexe IV) : sensation olfactives (odeur, flaveur), 

attributs gustatifs (salinité, acidité, amertume, astringence), sensation kinesthésiques 

(fermeté) et aspects rhéologiques (détachement du noyau, croustillance …) (Aponte et al., 

2010). 

Les experts ont été invités à donner une note pour chaque attribut en utilisant une 

échelle de notation de 1 à 5, puis donner une note de préférence aux quatre échantillons par 

rapport aux descripteurs sur une échelle de 1 à 9. 

L’analyse statistique des résultats a été réalisée à l’aide d’un logiciel de statistiques et 

d'analyse des données nommé XLSTAT. 

Les quatre échantillons d’olives de table étudiés sont codés comme suit : 

A : pour les olives de tables non tailladées de variété Teffahi. 

B : pour les olives de table non tailladées de variété Gordal 

C : pour les olives de tables tailladées de variété Teffahi. 

D : pour les olives de table tailladées de variété Gordal 
 

VIII. Etude statistique 
 

Chaque test, à part le taux d’humidité, le pH, l’acidité titrable et le taux de sel, est  

réalisé en deux essais pour obtenir deux valeurs avec l’estimation d’une troisième valeur 

par le calcul de la moyenne. Les résultats représentent la moyenne des trois valeurs. 

Une étude statistique a été réalisée pour la comparaison des résultats et la mise en 

évidence de différences significatives entre les échantillons pour chaque paramètre 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. 
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I. Paramètres physico-chimiques 

Les résultats des mesures du taux d’humidité, du pH, de l’acidité titrable et du taux 

de sel de tous les échantillons sont regroupés dans le tableau suivant : 

Tableau III : Résultats des paramètres physico-chimiques des échantillons d’olives de table 

étudiées. 

 

Echantillons 

 

Paramètres 

Gordal Non 

Tailladée 

Gordal 
 

Tailladée 

Teffahi Non 

Tailladée 

Teffahi 
 

Tailladée 

Taux d’humidité (%) 71 68,12 61,2 56,4 

pH 
 

6,54 

 

4,55 

 

6,12 

 

4,88 

Acidité titrable 
 

(g d’Ac. lactique/100gMF) 

1,911 3,225 3,055 4,117 

Taux de sel (%) 3,15 2,34 2,11 1, 69 

I.1. Taux d’humidité 
 

D’après les résultats obtenus pour les deux variétés étudiées, les olives non tailladées 

sont plus humides que les olives tailladées, on remarque que le taux d’humidité d’olives 

non tailladées à augmenter de 2% dans la variété Gordal et d’environ 5% dans Teffahi par 

rapport aux olives tailladés de chaque variété. 

Selon Brescia et al., (2007), l’humidité des olives de table est influencée par les lavages 

qu'elles subissent pendant le traitement à cause des échanges hydrique entre la pulpe et la 

saumure qui augmente la teneur en eau du tissu d'olives. 

L’augmentation de la teneur en eau dans olives non tailladés (traitées à la soude) peut 

être liée à l’augmentation de la perméabilité membranaire par dégradation des 

polysaccharides et déesterification des pectines (Maldonado et al., 2008). Dans le cas des 

olives tailladées cette teneur est réduite probablement à cause des entailles qui provoquent 

la sortie de l’eau de la pulpe vers la saumure en créant un équilibre entre les deux matrices 

(Brescia et al., 2007). 
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La différence enregistrée dans le taux en humidité entre les deux variétés s’explique par 

la possible différence dans l’apport hydrique pendant le cycle de maturation entre les deux 

variétés (Casas et al., 1999). Aussi, à la différence dans la perméabilité et l’épaisseur de 

l’épicarpe entre les deux variétés (Poiana et Romeo, 2006). 

I.2. Taux de sel 
 

La teneur en sel de la saumure est un facteur très important dans le processus de la 

fermentation et la conservation des olives de table (Rokni et al., 2015). 

Le taux de sel des saumures des échantillons d’olives de table étudiés est présenté dans 

le tableau III. D’après ces résultats, on constate que la variété Gordal renferme des teneurs 

en sel plus élevées que Teffahi et que les olives non tailladées (désamérisées 

chimiquement) présentent des teneurs en sel plus élevées que les olives tailladées 

(désamérisées par voie biologique) pour les deux variétés étudiées. Ceci revient à l’action 

de la soude qui est responsable de l’augmentation de la perméabilité membranaire ce qui 

facilite la diffusion des chlorures dans la pulpe jusqu’à établissement d’un équilibre entre  

la pulpe et la saumure (Chammem et al., 2005 ; Maldonado, 2008). 

I.3. pH et acidité titrable 
 

L’acidité élevée est un avantage recherché dans le processus de fermentation des olives 

de table, car l’acidité limite l’altération de ce produit et contribue dans sa conservation. 

Les résultats de la mesure du pH de la saumure de fermentation montrent une différence 

nette entre les saumures des olives non tailladés et celles des olives tailladés, Les olives 

tailladées étant plus acides, une différence d’acidité titrable est estimée à 39% et 25% pour 

les olives non tailladés des variétés Gordal et Teffahi, respectivement par rapport aux 

olives non tailladés. 

D’après Sakouhi et al., (2008), le pH est lié à la présence d’acides gras libres et  

d’acides organiques produits par les bactéries, mais surtout à la fermentation des sucres en 

acide lactique par les bactéries lactiques et les levures (Chorianopoulous et al., 2005). En 

outre, la diffusion de certains phénols acides et la dégradation d'autres composés 

phénoliques en des acides tel que l'acide élénolique peut contribuer à l'abaissement du pH 

au cours de fermentation (Kiai et Hafidi, 2014). Aussi, l’hydrolyse des triacylglycérols 

sous l’action des enzymes lipolytiques contribue pour l’augmentation de l’acidité 

(Pasqualone et al., 2014). 
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Les olives tailladées sont plus acides que les olives non tailladées à cause de leur 

richesse en acides organiques, principalement l'acide lactique obtenu par la fermentation 

des sucres. L’augmentation du pH dans la saumure des olives non tailladées peut être 

expliqué par la dégradation des acides organiques par les levures et moisissures (Asehraou 

et al., 2000). La soude résiduelle au traitement de désamérisation chimique entrave l’action 

des bactéries lactiques (qui opère à pH 5,6 à 5,4) pour un bon déroulement de la 

fermentation (Chammem et al., 2005 et Lamzira et al., 2005). Les résultats obtenus 

attestent bien de l’effet négatif de la désamérisation chimique sur le déroulement de la 

fermentation lactique (Rokni, 2015). 

II. Teneurs en sucres réducteurs 

 

Les teneurs en sucres réducteurs des échantillons étudies sont représentés dans la figure 

suivante : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure (7) : Teneurs en sucres des échantillons d’olives de table étudiés 
 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

 
L’étude statistique ne montre aucune différence significative entre les échantillons non 

tailladées des deux variétés qui ont les teneurs les plus élevées. Par contre, une différence 

significative est notée entre les olives tailladées et les olives non tailladées, aussi entre les 

deux échantillons tailladées. 

Une différence de 84% et 50% est notée dans les taux de sucres entre les olives 

tailladées et les olives non tailladées des variétés Gordal et Teffahi, respectivement. 
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Il y a une forte relation entre la teneur en sucres et la progression de la fermentation 

lactique car les micro-organismes utilisent les sucres, principalement le glucose, le fructose 

et le saccharose (Issaoui et al., 2011) en tant que source de carbone dans la fermentation 

lactique. Les travaux de Kia et Hafidi, (2014) ont montré que la teneur en sucres diminue 

avec la progression de la fermentation. En effet une corrélation significative (r = -0,528) a 

été observée entre la teneur en sucres et l’acidité des olives. 

D’après les résultats obtenus, les olives tailladées renferment des teneurs en sucres 

réducteurs plus faibles parce qu’elles ont subies une fermentation plus poussée par rapport 

aux olives non tailladées et probablement, leurs entailles ont augmenté la surface  de 

contact entre les micro-organismes et les substrats de fermentation et améliorées le taux de 

fermentation. La persistance de la soude dans la saumure des olives non tailladées crée une 

acidité combinée qui entrave le bon déroulement de la fermentation (Chammem et al., 

2005). 

Il importe de souligner que les teneurs en sucres résiduels dans les olives non tailladées 

(élaborées au style espagnol) sont largement supérieures aux valeurs publiées par 

Mettouchi et al., (2016) sur les mêmes variétés (16,60 g/Kg pour Gordal et 11,72 g/Kg 

pour Teffahi). 

III. Teneurs en caroténoïdes 

Les teneurs en caroténoïdes des échantillons étudiés sont illustrés dans la figure 

suivante : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure (8) : Teneurs en caroténoïdes des échantillons d’olives de table étudiés 

 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 
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L’étude statistique a révélé une différence significative entre les quatre échantillons 

d’olives de table étudiés. Les résultats montrent que les olives tailladées présentent des 

teneurs plus élevées en caroténoïdes en comparaison aux olives non tailladées pour la 

même variété. Le taux en caroténoïdes est plus élevé de 74,43% et 26,13% dans les olives 

tailladées que les non tailladées pour Gordal et Teffahi, respectivement. 

Les caroténoïdes sont plus concentrés dans la peau que dans la pulpe de fruits charnus 

(Gautier, 2014), les tissus de la peau des olives non tailladés sont altérés sous l’effet de la 

soude qui détruit la structure de ces composés. 

Les caroténoïdes sont moins affectés par le pH alcalin (traitement par la soude) que par 

le pH acide (rappelant que les olives tailladées sont plus acides). L’acidité conduit à la 

formation des groupements 5,8 epoxydes au niveau des caroténoïdes (figure 9 (b)) et à 

l’apparition de nouveaux dérivés de caroténoïdes (néochrome, luteoxantine,…) et par la 

suite la réorganisation de ces groupements en 5,8 furanoide (figure 9 (a)) (Ramirez et al., 

2015 ; Gandul Rojas et Guerrero, 2018). 

 

(a) (b) 

 

Figure (9) : Mécanisme de dégradation des caroténoïdes au cours de traitement naturel 

d’olive de table. (Ramirez et al., 2015). 

 

 
Aussi, Garrido Fernandez et al. (2010) ont rapporté dans leur étude que certaines 

souches de L. plantarum sont capables de produire un composé caroténoïde nommé C30 

4,4-diaponeurosporène. Ces données expliquent la teneur élevée en caroténoïdes des olives 

tailladées. 
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IV. Teneurs en Composés phénoliques 

IV.1. Teneurs en polyphénols totaux 
 

La teneur en polyphénols des échantillons d’olives tailladées et non tailladées des 

variétés Gordal et Teffahi sont représentés dans la figure (10). L’analyse statistique montre 

une différence significative entre les quatre échantillons étudiés. 

D’après les résultats obtenus, on constate que les olives tailladées, qui ont subies une 

désamérisation biologique (Olives tailladées) présentent des teneurs plus élevées en 

polyphénols totaux par rapport aux olives désamérisées chimiquement (olives non 

tailladées). Selon Marsilio et al., (2005), le traitement naturel des olives favorise une plus 

grande rétention des bio-phénols, probablement en raison du développement d'un biofilm 

comme une barrière pour la diffusion des polyphénols. 

La fermeté des olives désamérisées biologiquement permet à l’épiderme d’agir comme 

une barrière limitant la diffusion (faible vitesse de diffusion) des composés phénoliques 

(Fadda et al., (2014) ; Chranidi, (2018)). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure (10) : Teneurs en composés phénoliques des échantillons d’olives de table 

étudiés. 
 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

 
La faible teneur en polyphénols des olives non tailladés, traité par la soude, peut être 

expliquée par la diffusion des polyphénols, dans la soude, l’eau de lavage et la saumure, 

pendant les étapes de lavage et de l’ensaumurage au cours du traitement alcalin (Parinos et 

al., 2007 ; Chranioti et al., 2018). 
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Une différence importante est notée dans la teneur en composés phénoliques entre les 

olives tailladées et non tailladées dans les deux variétés étudiées (78,71%, équivalent à 

Cinq fois plus, dans Teffahi et 38,23% dans Gordal) en faveur des olives tailladées. Ce qui 

confirme les données de Bianchi, (2003) à savoir que le traitement d’élaboration influence 

différemment le contenu phénolique entre les variétés en raison de la différence dans leur 

profil phénolique. 

IV.2. Teneurs en Ortho-diphénols 
 

Les teneurs en ortho-diphénols obtenus pour les échantillons étudiés sont représentées 

dans la figure suivante : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure (11) : Teneurs en ortho-diphénols des échantillons d’olives de table étudiés. 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

 
L’étude statistique montre que les teneurs en ortho-diphénols diffèrent significativement 

(p<0,05) entre les quatre échantillons. 

Selon les résultats obtenus, la teneur en ortho-diphénols des olives tailladées de la 

variété Gordal (12,124mg/100g) est six fois plus élevée que celle des olives non tailladées 

(2,62 mg/100g). Ainsi la part des ortho- diphénols par rapport aux polyphénols totaux 

passe de 14,99% dans les olives non tailladées à 42,78% dans les olives tailladées pour 

Gordal. Par contre dans la variété Teffahi, c’est les olives non tailladées qui présentent une 

teneur plus élevée par rapport aux olives tailladées, et la part des ortho- diphénols passe 

alors de 34,27% dans les olives non tailladées à 7,29% dans les olives tailladées. 
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Une supposition serait à vérifier, si la teneur en oleuropéine est majoritaire dans la 

variété Teffahi, dans ce cas la différence entre les teneurs en ortho-diphénols des olives 

tailladées et les non tailladées est liée au degré d’hydrolyse de ces composés qui est plus 

rapide et plus importante par la voie chimique. 

IV.3. Les flavonoïdes 

Les teneurs en flavonoïdes des échantillons étudiés sont représentés dans la figure 

suivante : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure (12) : Teneurs en flavonoïdes des échantillons d’olives de table étudiés. 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

L’analyse statistique montre que les teneurs en flavonoïdes diffèrent significativement 

selon la variété et le mode de préparation des olives. 

Comme les résultats le montrent, la teneur en flavonoïdes est plus élevée dans les 

extraits des olives tailladées que les non tailladées. D’après la figure (12), les olives 

tailladées de la variété Teffahi ont une teneur sept fois plus élevée que celle des olives non 

tailladées cela confirme que les flavonoïdes sont mieux préservés et plus retenues dans les 

olives tailladées. Dans les olives non tailladées, ces composés sont perdus probablement 

par diffusion dans la saumure en raison de l’augmentation de la perméabilité  de 

l’épiderme. 
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V. Evaluation de l’activité anti-oxydante 

V.1. Pouvoir réducteur 
 

La figure suivante illustre le pouvoir réducteur des olives de table tailladées et non 

tailladées étudiés. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure (13) : Pouvoir réducteur des échantillons d’olives de table étudiés. 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 
 

D’après l’étude statistique, il existe une différence significative entre les extraits 

méthanoliques des olives tailladées et celles des non tailladées pour les deux variétés mais 

aucune différence significative n’est enregistrée entre les deux échantillons d’olives non 

tailladés. 

Comme la figure (13) le montre, les olives tailladées ont un pouvoir réducteur plus  

élevé que les olives non tailladés, chez les olives tailladés de variété Teffahi, la capacité 

réductrice a doublée en tailladant les olives. Cette augmentation dans la capacité réductrice 

des olives tailladées est liée à l’augmentation de la teneur en polyphénols totaux et en 

flavonoïdes. Ceci est confirmé par l’existence d’une corrélation significative entre le 

pouvoir réducteur et les polyphénols totaux (r = 0,957) et la teneur en flavonoïdes (r = 

0,896). 
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V.2. Réduction de molybdate 

La figure (14) illustre les résultats de la capacité des échantillons étudiés à réduire les 

ions de molybdate. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure (14) : Capacité de réduction des ions de molybdate des échantillons étudiés. 
 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

L’Analyse statistique montre une différence significative entre les olives tailladées et les 

olives non tailladées pour la même variété, mais elle ne révèle aucune différence 

significative entre les deux échantillons d’olives non tailladées. 

Les olives tailladées, pour les deux variétés étudiées, ont la capacité réductrice la plus 

élevée tandis que les olives non tailladées enregistrent la capacité la plus faible. Ce qui 

rappelle la même tendance que les teneurs en composés phénoliques (r = 0,952) et en 

flavonoïdes (r = 0,901). 
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V.3. Activité anti-radicalaire sur le radical DPPH
.
 

L’activité anti-radicalaire des quatre échantillons étudiés est illustrée dans la figure 

suivante : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure (15) : Activité anti-radicalaire des échantillons d’olives de table étudiés. 

Les barres verticales représentent les écart-types ; 

Des lettres différentes indiquent des différences significatives (p<0,05). 

 

D’après l’analyse statistique il existe une différence significative entre les deux variétés 

et entre les deux modes de préparations pour une même variété. 

On observe deux cas, le cas de la variété Gordal, où les olives tailladées ont l’activité 

anti-radicalaire la plus élevée et le cas contraire, le cas de la variété Teffahi où les olives 

non tailladées montrent une activité plus forte que les olives tailladées. 

Il apparaît d’après les résultats obtenus que l’activité anti-radicalaire des échantillons ne 

suive pas la même évolution que la teneur en polyphénols ; confirmé par l’absence d’une 

corrélation entre les trois classes de composés phénoliques dosés et l’activité anti- 

radicalaire. Ces résultats confirment l’importance de la qualité des composés phénoliques 

(nature, Propriétés structurales) mis en jeu dans l’action anti-oxydante sur la quantité de 

ces composés. (Pereira et al., 2006 ; Mc Donald et al., 2001). Ces résultats restent 

néanmoins en contradiction avec ceux de D'Antuono et al., (2018). 

Aussi, la soude employée pour la désamérisation des olives non tailladées inhibe  

l’action des polyphénols oxydases responsables de l’oxydation des composés phénoliques 
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(et surtout des ortho-diphénols) (Ramirez et al., 2015). Ces enzymes étant actives dans les 

olives tailladées catalysent l’oxydation des composés phénoliques qui deviennent alors 

moins actifs contre les radicaux libres. 

La valeur IC50 déterminée en mg/ml exprime la concentration efficace de l’extrait 

antioxydant nécessaire pour le piégeage et la réduction de 50% des molécules de DPPH. en 

dissolution dans du méthanol. Plus le IC50 est faible plus l'activité anti-oxydante d'un 

composé est élevée (Molyneux, 2004 ; Villano et al., 2007). 

D’après Qusti et al., (2010), Cette valeur est déduite à partir de la régression linéaire de 

la pente reliant le pourcentage de l’activité anti-oxydante et la concentration de l’extrait 

(annexe III), le tableau IV rapporte les valeurs IC50 des échantillons étudiés. 

Tableau IV : Valeurs d’IC50 des différents échantillons étudiés. 
 

Echantillon Ic50 (mg/ml) 

Teffahi Tailladée 5,66 

Teffahi Non Tailladée 8,20 

Gordal Tailladée 15,71 

Gordal Non Tailladée 18,68 

 

 
Les olives tailladées marquent une activité anti-oxydante plus élevée que les olives non 

tailladées, et l’extrait de Teffahi tailladée donne la valeur IC50 la plus faible. En effet, des 

corrélations significatives sont observées entre la teneur en polyphénols totaux et les 

valeurs IC50 (r = -0,67). Les valeurs IC50 obtenues sont supérieures à celles publiées par 

Sousa et al., (2008) pour des olives vertes (Alcaparras) tailladées en saumure entre 0,340 

et 1,72mg/ml, elles sont supérieures aussi à celles publiées par Habibi et al., (2016) 

comportant une désamérisation par la soude qui donne un IC50 de 0.92mg/ml à une 

désamérisation par ultrason qui réduit l’ IC50 à 0.80mg/ml. 

Des corrélations significatives ont été relevées entre l’acidité libre et l’activité anti- 

radicalaire des échantillons étudiés (r = 0,56). Ce qui n’est pas en accord avec les résultats 

d’Obeid et al., (2008), qui montrent que la présence d’acides (acide lactique ou citrique) 
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ou de bases dans le milieu interrompt l’équilibre ionique ce qui entrave la réaction des 

polyphénols avec le radical DPPH.. 

V.4. Evaluation de l’Index Relatif de la Capacité Anti-oxydante (RACI) 
 

Le classement de nos échantillons selon leurs valeurs de RACI est illustré dans la figure 

(16). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure (16) : Représentation graphique des valeurs RACI pour les échantillons étudiés. 

 

 
D’après les résultats obtenus, on constate que les olives tailladées, issues de la 

désamérisation biologique, présentent des valeurs RACI plus élevées par rapport à celles 

qui ont été désamérisées par voie chimique. Cette valeur RACI traduit une meilleure 

activité anti-oxydante. 

Les olives tailladées de la variété Teffahi enregistre la valeur RACI la plus élevée  

(1,27). Cette variété tailladée est donc la plus performante. 

VI. Evaluation de l’analyse sensorielle 
 

L’évaluation sensorielle permet d’étudier les caractéristiques sensorielles des produits 

en faisant intervenir l’homme comme instrument de mesure. 

VI.1. Caractérisation des produits 
 

Ce test permet d’identifier et de caractériser les descripteurs qui discriminent le mieux 

les produits perçus par le jury et de déterminer leurs caractéristiques principales. Le 

descripteur apparait en bleu si il est apprécié, en rouge si il est non apprécié et en blanc si il 

n’a pas été détecté. 
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VI.1.1. Pouvoir discriminant par descripteurs 
 

Les descripteurs s’affichent ordonnés du plus fort pouvoir discriminant sur les 

échantillons d’olives de table étudiés au plus faible. 

La figure (17) représente les résultats obtenus pour le pouvoir discriminant de chaque 

descripteur. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure (17) : Pouvoir discriminant par descripteur 

 

D’après ce graphe, l’odeur possède le pouvoir discriminant le plus fort sur les 

échantillons étudiés. Les attributs gustatifs (exactement l’amertume et le gout salé) et les 

aspects rhéologiques (les caractères croustillant et facilement détachable du noyau), 

possèdent un pouvoir discriminant moyennement fort, donc ces caractéristiques différent 

d’un échantillon à un autre. Tandis que l’arôme et les sensations kinesthésiques sont les 

moins discriminantes, donc il n’y a pas une grande différence entre les échantillons 

concernant ces caractéristiques. 

On constate donc que les experts ont relevé des différences dans les trois premiers 

descripteurs des échantillons. 

VI.1.2. Coefficient des modèles 
 

Dans ce test, les résultats du traitement sont donnés pour chaque combinaison 

descripteurs-produit sous forme des graphes et l’analyse de chaque graph permet de définir 

le produit correspondent. La couleur bleue représente les caractéristiques dont le  

coefficient est significativement positif, la couleur rouge est significativement négatif, et la 

couleur blanche non significatif. 

Les figures (18) présentent les résultats de coefficient des modèles des échantillons 

étudiés et le tableau V rapporte les moyennes ajustées par produit. 
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Figure (18) : Coefficient des modèles des échantillons étudiés. 
 

 

Tableau V : Moyennes ajustées par produit. 
 

 
Echantillon 

Aspect 

rhéologique 

 
Arome 

Attributs 

gustatifs 

Sensation 

kinesthésiques 

 
Odeur 

C 2,87 3,37 4,00 2,87 2,50 

D 2,37 3,12 4,87 3,00 3,12 

A 1,75 3,25 4,00 3,50 3,62 

B 2,25 3,12 4,62 3,62 3,37 
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Biplot (axes F1 et F2 : 94,90 %) 
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Les graphs précédents montrent que tous les coefficients des caractéristiques pour 

échantillons A, B et D ne sont pas significatifs, car qu’ils ont des notes proches de la 

moyenne des notes données par les jurys (tableau V). Donc ces caractéristiques sont ni 

faiblement ni fortement intenses. 

L’échantillon C a un coefficient significativement négatif pour l’odeur, donc il n’a pas 

une bonne odeur appréciable. 

VI.2. Cartographie des préférences (preference Mapping) 

Il y a deux types de cartographies des préférences : 

 La cartographie interne des préférences qui consiste en une ACP effectuée sur la 

matrice des données de préférence, avec comme individus les produits étudiés et 

comme variables les consommateurs. La carte de préférence correspond au bi-plot 

(bi ou tri dimensionnel) des individus et des variables. 

 La cartographie externe des préférences (PREFMAP) qui permet de relier les 

préférences exprimées par les juges aux caractéristiques des produits d'une part et 

d'autre part elle montrant leur niveau de préférence. 

VI.2.1. Paramètres d’analyse en composantes principales (ACP) 
 

La figure qui suit présente les corrélations entre les variables et les facteurs de nos 

échantillons par l’ACP : 
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Figure (19) : Corrélations entre les variables et les facteurs des échantillons étudiés. 

 

La carte obtenue a une très bonne qualité car elle montre que tous les descripteurs et  

permet de représenter 94,90% de la variabilité, cette carte nous permet de constater que les 

olives ont été perçus par les experts comme assez différentes. 
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https://help.xlstat.com/customer/fr/portal/articles/2062222-running-a-principal-component-analysis-pca-with-xlstat?b_id=9283
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D’après la carte, l’échantillon C est caractérisé par l’odeur et la sensation kinesthésique, 

texture ferme, alors que l’échantillon A est caractérisé par son arôme. Les échantillons B et 

D sont caractérisés par leurs attributs gustatifs, le gout salé pour les olives B et gout amer 

concernant les olives D. 

Comme le montre la figure (17), les produits A et B sont très proches des axes, entre 

l’arôme et les aspects rhéologiques et entre ces derniers et les attributs gustatifs pour 

chaque produit respectivement, à cause de leur caractère rhéologique croustillant. 

VI.2.2. Carte des préférences 
 

Figure (20) : Carte des préférences PREFMAP 

 

 
D’après ces résultats, on constate que le produit A (olives non tailladées de variété 

Teffahi) est le plus préféré par le membre de jury, il est aimé par 60 à 80% des juges vue de 

leurs caractéristiques (il a un fort arome et croustillant). Les produits B (olives non 

tailladées de variété Gordal), caractérisé par un gout salé, et D (olives tailladées de variété 

Gordal), caractérisé par un gout amer, ont le même degré de préférence entre 20 et 40%. 

Le produit C (olives tailladées de variété Teffahi) n’est pas apprécié, il a un pourcentage de 

préférence entre 0 et 20%, à cause de l’odeur désagréable. 

Les résultats de préférence ne reflètent pas forcément l’avis du consommateur, car 

l’analyse a été effectuée par huit personnes femmes, et ces derniers ne représentent pas la 

population. L’analyse hédonique n’a pas pu être réalisée en raison de la quantité 

insuffisante des échantillons d’olives. 
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Conclusion et perspectives 

L’olive, à travers ses composés phénoliques, constitue une source prometteuse en 

molécules bioactives bénéfiques à la santé humaine. Le traitement chimique des olives 

vertes contribue significativement à la perte en ces composés d’une manière plus ou moins 

importante en fonction de la variété. 

L’étude réalisée a pour objectif de comparer entre la désamérisation chimique (olives 

non tailladées) et biologique (olives tailladées) d’olives de table vertes et par l’évaluation 

de l’activité anti-oxydante des extraits méthanoliques de deux variétés d’olives, Gordal et 

Teffahi, cultivées au niveau de la wilaya de Bejaia. 

Les résultats obtenus démontrent que les olives tailladées sont plus acides et qu’elles 

renferment des teneurs plus élevées en en polyphénols totaux, en flavonoïdes et en 

caroténoïdes que les olives non tailladées. Elles sont également plus performantes dans les 

tests d’activité anti-oxydante réalisés, confirmé par les valeurs RACI les plus élevées. La 

différence entre les deux est due au traitement chimique par la soude qui altère la 

membrane et augmente ainsi sa perméabilité. Par contre, le traitement biologique préserve 

les composés bioactifs. 

Le traitement biologique peut prendre une longue durée afin d’éliminer complètement 

l’amertume, ce problème peut être réglé par l’augmentation de nombre des entailles sur les 

olives ou par l’ajout des bactéries lactiques dans la saumure accéléré la fermentation. 

Comme une addition des bactéries lactiques à côté de réalisation entailles sur les olives est 

possible. 

D’après nos résultats, les olives désamérisées biologiquement, qui ont l’activité anti- 

oxydante la plus élevée sont les moins préférées par le jury experts tandis que les olives 

désamérisées chimiquement et qui ont faible activité anti-oxydante, sont les plus 

appréciées. Pour améliorer la satisfaction des consommateurs et rendre les olives 

désamérisées biologiquement plus acceptable on peut améliorer la qualité de ces olives par 

l’addition des agrumes durant la fermentation qui donne une saveur agréable et un gout 

apprécié aux olives et améliorer leur arome et odeur. 

En guise de perspectives, il serait intéressant de : 

 Elargir l’échantillonnage sur d’autres variétés. 

 Réaliser des tests in vivo et étudier l’activité antibactérienne des extraits. 

 Identifier les composés phénoliques par HPLC afin de mieux cerner l’impact 

de la méthode de désamérisation sur la nature des composés générés. 
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Annexes 
 

a) Courbe d’étalonnage avec le glucose 

pour le dosage des sucres réducteurs. 

b) Courbe d’étalonnage avec le β- 

carotène pour le dosage des 

caroténoïdes. 

 

Annexe I 

Les produits chimiques le matériel utilisés 

 Les produits chimiques 

Méthanol, hexane, éthanol, acétone, DNS, NaOH, réactif Folin-Ciocalteu, AlCl3, 

molybdate de sodium, carbonate de sodium, FeCl3, acide sulfurique, phosphate de sodium, 

molybdate d’ammonium, BHA, DPPH, acide gallique, acide caféique, trolox, quercitine, 

ferricyanure de potassium, chlorure ferrique, α-tocophérol, chromate de potassium, nitrate 

d’argent, BHT et β-carotène. 

 Le matériel utilisé 

Balance, mortiers avec pilon, agitateur, centrifugeuse, spectrophotomètre, pH-mètre, 

étuve, distillateur, bain-marie, réfrigérateur, verrerie de laboratoire (bécher, erlenmeyer, 

entonnoirs, tubes à essais, burettes, éprouvettes graduées, fioles jaugées, pipettes graduées), 

micropipettes, pissettes, support et portoir pour les tubes. 

Annexe II 

Les Courbes d’étalonnage 
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e) Courbe d’étalonnage avec la quercétine 

pour le dosage des flavonoïdes. 

f) Courbe d’étalonnage avec la BHA 

pour l’évaluation de pouvoir réducteur 

sur le fer ferrique. 

g) Courbe d’étalonnage avec le trolox pour 

l’évaluation de l’activité réductrice sur le 

molybdate. 

h) Courbe d’étalonnage avec l’α- 

Tocophérol pour l’évaluation de 

l’activité anti-radicalaire contre le radical 

DPPH. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

  
 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

d) Courbe d’étalonnage avec l’acide 

caféique pour le dosage d’ortho- 

c) Courbe d’étalonnage avec l’acide 

gallique pour le dosage des polyphénols 
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Annexe III 

Effet de la concentration d’extrait de chaque échantillon d’olives de table 

sur l’activité anti-radicalaire (IC50) 
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2-Faible 

 

Annexe IV 
 

 

Questionnaire pour l’analyse sensorielle d’olives de table 

 
 

Nom: …………………. 

Prénom: ……………… 

Sexe : F ou M 

Date: ………………… 

 

 

 
Quatre préparations d’olives de table vous sont présentées, vous attribuez une note pour 

chacun des échantillons (A, B, C et D), en mettant le numéro dans la case correspondante, 

selon vos impressions. 

 
NB : prière de vous rincer la bouche après chaque dégustation. 

 

1. Sensations olfactives : 

A) Odeur (sans gouter) 

Donnez une note pour chaque échantillon selon la présence ou l’absence d’une odeur et 

son intensité, comme présenté dans l’échelle ci-dessous : 

1-Absente 

2-Faible 

3-Moyenne 

4-Forte 

5-Très forte 

 

 

B) Arome (après avoir gouter) 

Donnez une note pour chaque échantillon selon l’intensité de l’arôme : 

1-Absente 

3-Moyenne 

4-Forte 

5-Très forte 

Echantillon A Echantillon B Echantillon C Echantillon D 

    

 

Echantillon A Echantillon B Echantillon C Echantillon D 
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2. Les attributs gustatifs : 

Donnez une note pour chaque échantillon selon la saveur caractéristique des échantillons 

d’olives, comme présenté dans l’échelle ci-dessous : 

1-Piquant 

2-Sucré 

3-Astringent 

4-Amer 

5-Salé 

 

 

 

 

3. Sensations kinesthésiques : 

Donnez une note pour chaque échantillon selon les sensations kinesthésiques (texture au 

touché) propres pour chaque échantillon d’olives, comme présenté dans l’échelle ci- 

dessous : 

1- Très mou 

2- Mou 

3-Ferme 

4-Dur 

5-Très dur 

 

 

 

 
4. Aspect rhéologique : 

Donnez une note pour chaque échantillon selon l’aspect rhéologique (texture en bouche) 

propres pour chaque échantillon d’olives, comme présenté dans l’échelle ci-dessous : 

1- Difficilement détachable 
2- Croustillant 

3- Facilement détachable du noyau 

4- Très facilement détachable du noyau 

5-juteux 

 

Echantillon A Echantillon B Echantillon C Echantillon D 

    

Echantillon 

A 

Echantillon 

B 

Echantillon 

C 

Echantillon 

D 

    

 

Echantillon 

A 

Echantillon 

B 

Echantillon 

C 

Echantillon 

D 
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5. Préférence : 

Attribuez une note pour chaque échantillon selon votre préférence, en mettant une croix 

dans la case correspondante : 
 

Note 

Ech 

1 2 3 4 5 6 7 8 9 

A          

B          

C          

D          

 

 

 

 
 

6. Motivation des préférences 

Votre préférence a été motivé par : 
 

 
 Sensation 

gustative 

Sensation 

kinesthésique 

Sensation 

olfactive 

Salé Amère Acide Astringent Sucré Mou Ferme Dur Odeur Flaveur 

A           

B           

C           

D           

 

 

 

 

 

 

 

 

Merci pour votre collaboration 



 

Résumé : 

 
L’olive de table est un composant traditionnel du régime méditerranéen de large consommation dans le monde 

entier. L’élimination du goût amer d’olives vertes dépend de l'hydrolyse de l'oleuropéine, un processus qui 

nécessite quelques jours à plusieurs mois, selon la technologie adoptée. L’étude vise à faire une comparaison 

entre deux méthodes de traitement qui permet la désamérisation d’olives de table vertes. Des échantillons 

d’olives vertes de deux variétés, Gordal et Teffahi, ont été désamérisées en utilisant le style espagnol 

(désamérisation chimique) et la fermentation naturelle dans la saumure (désamérisation biologique). Les 

variations des paramètres physico-chimiques (humidité, taux de sel, pH et l'acidité titrable) et la composition 

chimique (sucres, caroténoïdes, polyphénols totaux, flavonoïdes et ortho-diphénols) ont été étudiées à la fin de 

la fermentation spontanée dans les saumures. L'étude démontre que les olives non tailladées, désamérisées 

chimiquement, ont une faible activité anti-oxydante par rapport aux olives désamérisées biologiquement pour 

les deux variétés. Les olives tailladées, désamérisées biologiquement par une fermentation naturelle, présentent 

les meilleurs teneurs en caroténoïdes, polyphénols totaux et flavonoïdes, ce qui confère à ces olives une 

meilleure activité anti-oxydante et donnent les valeurs RACI les plus élevées. L’analyse sensorielle montre une 

différence dans les caractéristiques organoleptiques des échantillons étudiés, les olives de table les mieux 

appréciées par les jurys sont les olives traitées par la soude de variété Gordal, les olives désamérisées 

biologiquement sont moins préférées. 

 

Mots clé : olives vertes, désamérisation, activité anti-oxydante, olives tailladées, composés bioactifs. 

 
Summary: 

 
The table olive is a traditional component of the Mediterranean diet of wide consumption worldwide. The 

elimination of the bitter taste of green olives depends on the hydrolysis of oleuropein, a process that requires a 

few days to several months, depending on the technology adopted. The study intend to make a comparison 

between two methods of treatment that allows the debittering of table olives. Samples of two varieties green 

olives, Gordal and Teffahi, were debittered using Spanish style (chemical debittering) and natural fermentation 

in brine (biological one). Changes in physicochemical parameters (humidity, salt content, pH and titratable 

acidity) and chemical composition (sugars, carotenoids, polyphenols, flavonoids, and ortho-diphenols) had 

been studied at the end of the spontaneous fermentation in the brines. The study shows that olives not cracked, 

debittered chemically, have low antioxidant activity compared to debittered ones biologically for both varieties. 

Cracked olives, debittered biologically by a natural fermentation, have the higher levels of carotenoids, 

polyphenols, flavonoids, giving a better antioxidant activity. Sensory analysis shows a deference in the 

organoleptic characteristics of the studied samples, the most favorite table olives by the juries are the Gordal 

variety olives processed by lye, biologically debittered olives are less preferred. 

 

Key words: green olives, debittering, antioxidant activity, cracked olives, bioactive compounds. 


