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Introduction générale 

 

 

 
Les espèces végétales sont très riches du point de vue de leur nombre et de leur 

diversité. Outre leur rôle dans l’équilibre de l’écosystème, les végétaux offrent à l’homme 

des ressources naturelles indispensables pour sa survie et son développement (Daouda et 

al., 2013). 

Depuis l'antiquité, et certainement bien avant, les plantes ont servi de pharmaco- 

thèque naturelle et pragmatique pour l'Homme. Personne n’a cherchait à savoir pourquoi où 

comment elles agissent, mais c'était un fait incontesté et qui paraissait magique. En effet il 

est étonnant qu'une feuille, une fleur ou une racine puisse guérir ou tout au moins soulager 

un état pathologique ou des troubles organiques (Schauenberg et Ferdinand, 2006). 

 
Après quelques siècles de domination de la synthèse chimique, la 

pharmacologie, mais aussi la nutrition et l'agroalimentaire redécouvrent les vertus des 

plantes dites médicinales, ce qui est le cas de toutes les plantes. Elles sont de plus en plus 

considérées comme source de matières premières essentielles pour la découverte de 

nouvelles molécules nécessaires à la mise au point de futurs médicaments (Maurice, 1997). 

Mais leurs usages traditionnels n'ont jamais disparus, bien au contraire. En 2008, selon 

l'Organisation Mondiale de la Santé (OMS), 80 % de la population mondiale repose sur la 

médecine traditionnelle pour leurs soins primaires (Pierangeli et al, 2009). 

 
Les plantes médicinales constituent un patrimoine précieux pour l’humanité, et plus 

particulièrement pour les majorités des communautés démunies des pays en 

développement, qui on dépendant pour assurer leurs soins de la santé primipares, et leurs 

subsistances (Salhi et al., 2010). Dans la lutte perpétuelle contre les infections 

microbiennes, les antibiotiques, toutes catégories confondues, ont été considérés comme 

l'arme absolue. Mais le phénomène de transfert de l'antibiorésistance à travers les différents 

genres et espèces et les effets secondaires des médicaments de synthèse, sous-estimés 

(parfois volontairement) ont remis d'actualité la phytofilière (Service, 1995, Mukherjee et 

al., 2002; Cavaleiro et al., 2006 et Mazari et al., 2010). 
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M. oleifera est un arbre que l’on appelle parfois arbre de vie ou arbre miracle. Il 

s’agit d’un légume important sur le plan économique et qui à été de diverses façons 

utilisées dans la médecine traditionnelle africaine pour le traitement des divers maladies 

(Jaiswal et al., 2009 ; Wadhawa et al., 2013). 

 
Les feuilles de Moringa ont été établies comme une source très riche en diverses 

nutriments essentiels (Sain et al., 2014), elles possèdent de nombreuses activités 

pharmaceutiques, dont les analgésiques, activités anti inflammatoires, antibactériennes, 

antioxydantes, anticancéreuses, et larvicides (Jaiswal et al., 2009 ; Wadhawa et al., 2013). 

La poudre de feuilles de Moringa oleifera a également été utilisée pour traiter la 

malnutrition des enfants, des femmes enceintes et des mères allaitantes (Gull et al., 2016), 

cette poudre représente une bonne source d’éléments nutritifs y compris les vitamines, les 

acides aminés essentielles et les substances phytochimique de l’aliments (Mensuh et al., 

2012). 

L’objectif principal de notre étude vise essentiellement à déterminer les paramètres 

physico-chimiques et les composés phénoliques de la poudre des feuilles Moringa (témoin 

et traités), ainsi que de déterminer les propriétés et l’activité antimicrobienne des mucilages 

bruts (Prébiotiques). 

 
Le présent mémoire s’articule autour de deux parties : 

 
 

o Une partie bibliographique qui résume quelques généralités sur Moringa oleifera, sur 

les prébiotiques, les probiotiques et l’activité antimicrobienne des mucilages. 

o La deuxième partie a été consacrée à l’étude pratique. Elle decrit le matériel, les 
méthodes utilisées, les résultats obtenues et les discussions. 
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Chapitre I. Généralités sur Moringa oleifera 

 
 

1. Historique et origine 

Moringa oleifera est une espèce originaire des régions subhimalayennes, du Nord de 

l’Inde (Leone et al., 2016). Elle pousse dans tous les pays tropicaux et subtropicaux (Fig. 1) 

avec des caractéristiques environnementales particulières (Leone et al., 2015). L’espèce a été 

introduite et naturalisée dans d’autre parties du monde y compris l’Est et l’Ouest d’Afrique 

(Fig. 1) (Gandji et al., 2018), il est une des importantes plantes alimentaires traditionnelles à 

usages multiples qui est produit et utiliser dans de nombreux domaines comme la médecine , 

la nourriture et plantes fourragères (William et al., 2012). 

 
 

Fig. 1 : Distribution de M. oleifera dans le monde (Gandji et al., 2018). 
 
 
2. Systématique et nomenclature 

La systématique de M. oleifera est représentée dans le tableau I suivant. 
 
 

Tableau I : La systématique de M. oleifera (Rajangam et al., 2001 ; Laleye et al., 2015). 
 

Règne Plantae 

Embranchement  Spermaphytes 
Sous embranchement   Angiosperme 

Classe Magnoliopsida 
Sous classe  Dillenidae 

Ordre Capparales 
Famille Moringaceae 
Genre  Moringa 

Espèce Moringaoleifera 
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3. Description botanique de Moringa 

M. oleifera est un arbre résineux à croissance rapide (Leone et al., 2016), avec une 

hauteur qui peut aller de 5 à 10 mètres (Mofijure et al., 2014). Elle résiste bien à la 

sécheresse grâce a ses racines tubéreuses lui permettant d’accumuler l’eau (Madi et al., 2012) 

(Fig. 2a). 

◊ Les feuilles (Fig. 2b) de forme caduques, alternes et bi ou tripennées, elles ont un long 

pétiole avec 8 à 10 paires de pennes composées chacune de deux paires de folioles 

ovales et opposés (Delpha, 2011 ; Laleye et al., 2015). 

◊ Les fleurs (Fig. 2c) sont blanches ou crème avec des points jaunes à la base, 

composées de cinq pétales minces, spatules, inégaux, symétriques à l’exception du 

pétale inferieur, entourant cinq étamines et de cinq sépales larges (2,5 cm). Les fleurs 

sont généralement abondantes et dégagent une odeur agréable. (Foidl et al., 2001 ; 

Delpha, 2011). 

◊ Le fruit (Fig. 2d) de couleur beige à grisâtre, mesure de 20 à 60 cm de long à maturité 

et forme des gousses à trois lobes. Une fois sec, le fruit s’ouvre en trois parties. 

(Delpha, 2011 ; Laleye et al., 2015). 

◊ Les graines (Fig. 2e), 12 et 35 graines par gousse sont sphériques, noires et entourées 

d’un péricarpe qui forme trois ailes (Delpha, 2011 ; Laleye et al., 2015). 

◊ La racine (Fig. 2f) blanche gonflée, tubéreuse qui a une odeur piquante caractéristique 

et dotée de racine latérale plutôt clairsemées (Haiti, 2016). 

Fig. 2 : Différentes parties de M.oleifera : (a) l’arbre, (b) ensemble de feuilles, (c) fleurs, (d) 

gousses, (e) graines, (f) racines et (j) tronc (Prince, 2007 ; Ashraq et al., 2012 ; Sivanesan 

et al., 2016). 
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◊ Le tronc (Fig. 2j) gris à brunâtre, grossièrement lenticelles, à tranche verte en surface 

et jaunâtre en dessous et couvert d’une écorce lisse. Il peut généralement atteindre 1.5 

à 2 mètres de haut et 20 à 40 cm de diamètre (Atakapama et al., 2014). 

 
4. Valeurs nutritionnelles et usages de Moringa 

M. oleifera est riche en composés contenant un sucre simple : le rhamnose et un 

groupe particulier de composé appelés glucosinolates et les isothiocynate, l’écorce de tige 

contient des composés comme la vanniline, β-sitosterol, les fleurs contiennent neuf acide 

aminés, le saccharose et le D-glucose (Lalaye et al., 2015). Les feuilles contiennent une très 

grande concentration en vitamines (A, B, C, E) et en minéraux (fer, calcium, zinc, sélénium). 

Elles possèdent les 10 acides aminés et les acides gras essentiels, phénomène assez rare pour 

une plante. De plus elle contiennent environ 47% de protéine (Broin, 2005 ; Wang et al., 

2019). D’autres composés sont présents comme les caroténoïdes : β-carotène ou provitamine 

A (Fahey, 2005). Les racines renferment des antibiotiques (Ralezo Maevaland, 2006). 

Les caractéristiques nutritionnelles ainsi qu’une production et une adaptabilité élevé 

on fait de Moringa une zone à fort potentiel de croissance (Wang et al., 2019). Des Etudes 

ont montrés que 100 g de feuilles séchés de Moringa contiennent sept fois plus de vitamine C 

que dans les oranges, quatre fois plus de vitamine A que dans les carottes, quatre fois plus de 

calcium que dans le lait, trois fois plus de potassium que dans la banane et deux fois plus de 

protéines que dans le yaourt (Fig. 3) (Opara et Azubulike, 2018). 

C'est pour cette raison qu'il a fait du Moringa la plante légumière la plus nutritive et 

qu'elle a été utilisé pour fortifier les gâteaux, les nouilles, le pain, les biscuits, les brioches, la 

bouillie et les aliments locaux, traditionnels ou indigènes comme le garri et la farine d'igname 

(Opara et Azubuike, 2018). 

 

 
Fig. 3: Composés nutritifs, médicinaux et chimiques trouvés dans le M .oleifera 

(Fuglie, 2001). 
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5. Domaines d’utilisation de M. oleifera 

Il existe plusieurs plantes dans la nature qui aident pour reconstituer l’équilibre du 

corps humain et le maintenir en bonne santé. Mais, un seul arbre de M. oleifera peut fournir 

des feuilles pour la nutrition, de l’huile pour cuisiner et pour une peau saine et de la poudre de 

graines pour la purification des eaux (Dhakar et al., 2011). 

M. oleifera est un arbre à usage multiple, médicinal en particulier, reconnu depuis 

longtemps dans les systèmes ayurvédiques (Ralezo-Maevalandy, 2006). L’arbre présente 

plusieurs qualités qui lui confèrent des utilisations pharmaceutiques, nutritionnelles et 

industrielles. 

Toutes les parties de l'arbre peuvent être employées par une multitude de moyens. La 

figure si dessous représente les principaux domaines d’utilisations des différentes parties de 

l’arbre de Moringa (Foidel et al., 2001). 

 

Fig. 4 : Les principaux domaines d’utilisations des différentes parties de l’arbre de Moringa 

(Foidl et al., 2001). 
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6. Métabolites secondaires 

Les métabolite secondaire sont synthétisés à partir des précurseurs originaire du 

métabolisme primaire (Acétyl COA, acides aminés, acides gras…) (Kabera et al., 2014). Ils 

sont souvent considérés comme n’étant pas essentiels à la vie de la plante (Levasseur-Garcia 

et al., 2013), mais plutôt responsables de différentes fonctions (Verscheure et al., 2002) et 

peuvent être utiles pour l’homme (Merzougui et Tadj, 2015). Ils sont présents dans toutes les 

plantes supérieures (Hartmann, 2007). 

Les feuilles de M. oleifera sont riches en composés bioactifs comme : les acides 

phénoliques, les flavonoïdes, qui ont le potentiel pour promouvoir la santé (Wang et al., 

2019), les tannins, les saponines et les phytates (Makkar et Becker, 1996). Les graines 

contiennent divers types de composés chimiques; tels que les tannins, les phytates, les 

composés phénoliques, les alcaloïdes, les flavonoïdes, les saponines et les terpenoïdes 

(Ijarotimi et al., 2013). 

 
 6.1. Composés phénoliques 

Les feuilles séchées de M. oleifera sont une grande source de polyphénols. Leurs 

quantités sont supérieures à celles que l'on trouve dans les fruits et légumes. Les principaux 

composés phénoliques des feuilles sont: les flavonoïdes, les acides phénoliques et les tanins 

(Leone et al., 2015). Les graines contiennent divers types de composés phénoliques 

(Ijarotimi et al., 2013). 

 
a. Acides phénoliques 

Dans les feuilles séchées de Moringa, l'acide gallique est l'acide le plus abondant, avec 

une concentration de 1.034 mg/g de poids sec. Une analyse des feuilles de M. oleiferaa 

indiqué la présence d’acides phénoliques tels que : l’acide gallique, l’acide chlorogénique, 

l’acide ellagique et l’acide férulique (Verma et al., 2009). La concentration en acide 

chlorogénique et en acide caféique varient de 0.018 à 0.489 mg/g de poids sec et 0.409 mg/g 

de poids sec respectivement (Vergara-Jimenez et al., 2017). Les fleurs de Moringa 

contiennent 19,31 mg/g d’équivalent de acide gallique de l’ensemble des composés 

phénolique dans l’extrait sec (Alhakmani et al., 2013). 
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b. Flavonoïdes 

Les feuilles et les graines de M. oleifera sont une source importante de flavonoïdes 

(Yang et al., 2008 ; Ijarotimi et al., 2013 ; Nuryanti et puspitasri, 2017). Les feuilles 

contiennent certains pigments flavonoïdiques tels que le kaempherol, le rhamnetin, 

l’isoquercitrine et le kaempferitrin (Siddhuraju et Becker, 2003). Les fleurs contiennent la 

quercétine et de kaempferat (Laleye et al., 2015). 

 

c. Tanins 

Les feuilles de M. oleifera sont des sources appréciable de tanins (Leone et al., 2015). 

Les graines contiennent aussi les tannins (Ijarotimi et al., 2013). 
 
 
 6.2. Alcaloïdes 

Plusieurs alcaloïdes tels que ont été isolés dans les feuilles de M. oleifera (Leone et 

al., 2015). Les graines contiennent aussi les alcaloïdes (Ijarotimi et al., 2013). Les écorces 

des racines et des tiges contiennent des alcaloïdes (RalezobMaevaland, 2006 ; Lalaye et al., 

2015). 

 
 6.3. Terpènes 

          Les terpènes sont des substances généralement lipophiles qui dérivent d’une unité 

simples a cinq atomes de carbone nommé isoprène.  Les graines de M. oleifera contiennent les 

terpenoïdes (Ijarotimi et al., 2013). 

 
 
 6.4. Saponines 

Les feuilles de M. oleifera sont une bonne source de saponines. Les teneurs en 

saponines (glucosides) trouvées par Makkar et Becker (1996) et Richter et al. (2003) 

varient entre 5 et 6,4 %. Les gousses séchées et les graines renferment aussi les saponines 

(Ijarotimi et al., 2013 ; Sharma et al., 2013). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Probiotiques, Prébiotiques et activité 

antimicrobienne 
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Chapitre II : Probiotique, prébiotiques et activité antimicrobienne 

 
 

1. Lesprobiotiques 

1.1. Définition 

D’après  la  définition  de  l’OMS  (Organisation  Mondiale  de  la  Santé)  et  la  

FAO (Food and Agricultural Organisation) établie en 2001, les probiotiques désignent des 

micro-organismes vivants qui, lorsqu’ils sont ingérés en quantité suffisante, exercent des 

effets bénéfique sur la santé (Sardin, 2017). Ils peuvent être utilisés sous forme de souches 

pures, mais aussi sous forme de mélanges de souches, notamment dans des aliments (produits 

laitiers fermentés), compléments alimentaires ou médicaments. Ils peuvent être administrés 

sous différentes formes, par exemple des yaourts et liquides ou sous forme de sachets et 

capsules (Favare,2014). 

Leur principes actifs s’agit notamment d’enzymes (par exemple : le  lactose,  pour  

les bactéries lactiques), des composes dits immun-modulateurs tels que des 

lipopolysaccharides, des peptides, des composants de la paroi cellulaire, des nucléotides ou 

encore des protéines antibactériennes (Favare,2014). 

 
1.2. Principaux microorganismes utilisés en tant queprobiotiques 

Solon Salminen et al. (2016), les probiotiques sont principalement des bactéries 

lactiques, mais les bifidobacteries et les levures ont été utilisées avec succès ainsi que d’autres 

types de microbes, dont Escherichia coli et certaines espèces de Bacillus. Les espèces  

utilisées comme probiotiques sont données dans le tableausuivant. 

 
Tableau II : Les micro-organismes utilisés dans les produits probiotiques dans le monde 

(Salminen et al., 2016). 

Lactobacilles Bifidobacteries Autres Autres 

Lb. acidophilus Bif. Bifidum Enteroccusfaecium Bacillus cereus 

Lb. casei Bif. Breve Enteroccusfaecalis Bacillus coagulans 

Lb. Plantarum Bif. adolescentis Lactococcuslactis Ostridiumbutyricum 

Lb. salivarius  Streptococcus Escherichia coli 

Lb. paracasei  Thermophilus Bacillus coagulans 

Lb. fermentum    
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1.3. Action desprobiotiques 

Un probiotique devrait présenter l’ensemble des effets suivantes (Ng et al., 

2008) : 

• Diminuer le pH luminal; 

• Sécréter des peptides antimicrobiens; 

• Inhiberl'invasionbactérienne; 

• Bloquer l'adhésion bactérienne aux cellules épithéliales; 

• Améliorer la fonctionbarrière; 

• Augmenter la production de mucus; 

• Améliorerl'intégrité des barrières. 
 
 

1.4. Effet des probiotiques sur la santé 

Solon Carré-Mlouka (2019), les bactéries probiotiques sont largement utilisées en 

tant que complément alimentaire, pour leurs nombreux effets bénéfiques pour la santé 

humaine tels que: 

• Protection contre des bactéries pathogènes, grâce à l’effet « barrière »; 

• Diminution de l’incidence et de la durée des diarrhées; 

• Amélioration des symptômes liés à l’intolérance au lactose; 

Activité anti-cancérigène; 

• Prévention de l’obésité, des maladies cardio-vasculaires et dudiabète. 
 

2. LesPrébiotiques 

2.1. Définition 

Le terme prébiotique a été introduit par Gibson et Roberfroid en 1995 (Gibson, 1995). 

Il désigne un ingrédient alimentaire non digestible par l’hôte de l’organisme mais stimulant 

sélectivement la croissance et /ou l’activité de certaines espèces bactériennes déjà présentes 

dans le colon, et de ce fait capable d’améliorer la santé de l’hôte (Bodinier et Gourbeyre, 

2012). Les prébiotiques peuvent être des sucres non digestibles, des peptides ou des protéines 

et des lipides qui, en raison de leur structure ne sont pas absorbés dans l’intestin grêle. Ils 

contribuent à la prolifération et au maintien des probiotiques de l’appareil digestible 

(Roberfroid, 2001). 
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Les composés prébiotiques peuvent avoir aussi des propriétés immun-modulateur, 

avec ou sans l’ajout de bactéries probiotiques, En outre, Les effets des prébiotiques comme 

agents stabilisant dans des produit probiotiques pendant le stockage, la lyophilisation, et le 

séchage, par pulvérisation ont été rapportés par plusieurs auteurs (Desmoud et al.,2005). 

 
2.2. Source deprébiotiques 

A la différence des probiotiques, la plupart des prébiotiques sont utilisés comme 

ingrédient alimentaires : dans des biscuits, céréales, le chocolat, la pâte à tartiner et autres 

produits alimentaires. Selon Guarner et al. (2011), les prébiotiques les plus connus sont : 

l’oligofructose, l’inuline, les galacto-oligosaccharides, le lactulose et les oligosaccharides du 

lait maternel. 

 

2.3. Critères de classification desprébiotiques 

Selon Salvin (2013), les critères de classification des prébiotiques sont les suivants: 
 
 
➢ La résistance à l’acidité gastrique; 

➢ La résistance à l’hydrolyse par les enzymes des mammifères et l’absorption dansle 

tractus gastro-intestinalsupérieur. 

➢ La fermentation par la microflore intestinale et la stimulation sélective de lacroissance 

et/ou l’activité de l’intestin, bactéries associées à la santé et aubien-être. 

 

Wang (2009) détermine les cinq critères qui doivent être validés afin de classer un 

ingrédientalimentairecomme prébiotique : 
 
 

◊ Résistance aux différents processus de digestion pour atteindre le colon; 

◊ Doivent être bénéfique pour la santé; 

◊ Pouvant être fermentés par la microflore intestinale; 

◊ Stimuler de façon sélective les probiotiques; 

◊ Rester stable durant les différents traitementsalimentaires. 
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2.4. Effet des prébiotiques sur lasanté 

Les prébiotiques joue un rôle important dans l'augmentation de l'absorption des 

minéraux et de la modification de la capacité fermentaire de l'appareil gastro-intestinal en 

agissant sur la composition de la flore intestinale (Bruzzeseetal.,2006). Ils peuvent exercer un 

effet sur la barrière intestinal et le système immunitaire associé à l’intestin via les acides gras 

à courte chaine (AGCC) produit par les microbiotes (Bodinier et Gourbeyre, 2012). 

D’après Salvin Joane (2013), les données des effets sur la santé de l’apport 

prébiotique sont beaucoup plus limitées que pour les fibres alimentaires. Cependant, il a été 

suggéré que l’ingestion de prébiotique : 

 
◊ Réduit la prévalence et la durée des diarrhées infectieuses et associées aux 

antibiotiques ; 

◊ Réduit l’inflammation et les symptômes associés aux maladies inflammatoires de 

l’intestin; 

◊ Exerce des effets protecteurs pour prévenir le cancer de colon; 

◊ Améliore la biodisponibilité et l’assimilation des minéraux, y compris le calcium, le 

magnésium, et peut être le fer; 

◊ Réduit certains facteurs de risque de maladies cardiovasculaires, et promouvoirla 

perte de poids et prévenirl’obésité. 

 

3. Activitésantimicrobiennes des métabolitessecondaires 

Les propriétés des plantes médicinales sont connues depuis l’antiquité, toutefois, il 

aura fallu attendre le début du 20èmesiècle pour que les scientifiques commencent à s’y 
intéresser (Djahra et al.,2012). 

La majorité des substances élaborées par les plantes ayant des activités inhibitrices des 

micro-organismes dont la plus part sont des phénols ou leur dérivés dont au moins 12000 ont 

été isolées. Ces substances servent de mécanisme de défense des plantes contre la prédation 

par des micro-organismes, des insectes et des herbivores (Cowan, 1995). 
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L’activité antimicrobienne des extraits bruts a été démontré par de nombreuse 

méthodes, qui peuvent être classées selon Rammal et al., (1993) et jorgensen et Turnidge, 

(2015) en deux méthodes : 

 
- Méthodes de dilutions qui génèrent des résultats de concentration minimaleinhibitrice 

(CMI); 

- Méthodes de diffusions sur disques imprégnés qui génèrent des résultats de diamètrede 

zoned’inhibitions. 

 
3.1. Méthode de diffusion à partir de disquesimprégnés 

La méthode de diffusion est l’une des plus anciennes approches de détermination de la 

sensibilité des bactéries aux antibiotiques et demeure l’une des méthodes les plus utilisées en 

routine. Elle convient pour la majorité des bactéries pathogènes incluant les bactéries à 

croissance lente ; elle permet une variété dans le choix des antibiotiques et ne requiert aucun 

matériel particulier. Comme la plupart des techniques de diffusion en gélose, se fondent sur 

les principes définis dans le rapport de l’International Collaborative Study of 

AntimicrobialSusceptibilityTesting, mais aussi sur l’expérience des experts du mondeentier. 

Des disques fermement déposé à la surface de la gélose inoculée et sèche. Le contact 

avec la surface doit être étroit. Les disques une fois déposés ne peuvent être déplacés car la 

diffusion des antibiotiques est très rapide (Bonnet, 2018). 

 
3.2. Détermination de la Concentration Minimale Inhibitrice(CMI) 

Les concentrations minimales inhibitrices (CMI) sont définies comme étant la plus 

faible concentration d'un antimicrobien qui inhibe la croissance visible d'un micro-organisme 

après une incubation nocturne. Les CMI sont utilisés par les laboratoires de diagnostic 

principalement pour confirmer la résistance, mais le plus souvent comme outil de recherche 

pour déterminer l'activité in-vitro de nouveaux antimicrobiens (Andrews, 2001). 

Les techniques de diffusion de la gélose sont largement utilisées pour analyser des 

extraits de plantes pour l'activité antimicrobienne, mais il y a des problèmes associés à cette 

technique. Une technique de micro-dilution a été mise au point, développée à l'aide de 

microplaques 96 puits et de sels de tétrazolium pour indiquer une croissance bactérienne. 

(Ellof, 1998). 



 

 

 

 

 

 
 

Matériels et Méthodes  
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(%) TH = (P-P1)/ P1 x 100 (%) MS = 100 – TH 

 

ChapitreIII :Matériel et Méthodes 

 
 

1. Matériel Végétal 
 
 
1.1. Préparation des feuilles 

Les feuilles de M. olieferaproviennent du sud de l’Algérie (Oued-Souf), récoltées en 

2019. 
Apres séchage, les feuilles de M. oleifera ont été triées. Un broyage des feuilles est pratiqué à 

l’aide d’un moulin a café jusqu'à l’obtention d’une poudre fine. La poudre obtenue est 

tamisée dans une tamiseuse électrique (Retsch AS200), La poudre finale obtenue est 

inferieur à 0,25 nm de diamètre. Enfin la poudre est conservée dans un bocal en verre 

hermétiquement fermé et conservé à l’abri de la lumière jusqu'à son utilisation. 

 

2. Traitement de la poudre de feuilles de M.oliefera 

La poudre de feuilles, obtenues après broyage, a subit un traitement (pasteurisation) 

dans une étuve à deux températures (80 et 100° C) et à deux temps différents (15 et 30 min) 

selon la méthode de Renard et al. (2014). 

 

3. Taux d’humidité et teneur en matière sèche 

Le taux d’humidité est estimé selon la méthode de l’AOAC (1975). Une prise d’essais 

d’échantillon de poudre étudié de 2 g est séchée à l’étuve à 105° C ± 2° C jusqu’à l’obtention 

d’un poids constant après 24h ; le taux d’humidité est déterminé par la formule suivante : 

Une fois le taux d’humidité est évalué la teneur en matière sèche est déterminé par 

l’application de la formule suivante : 
 

Avec : 

P : Masse en gramme de la prise d’essai. 

P1 : Masse en gramme de la prise d’essai après séchage. 
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TAA = 
250 x V1 x 100 

x 0,007 
V0xMx100 

 

4. Analyses physico-chimiques des poudres de feuilles 

 4.1. Mesure du pH 

La détermination du pH est réalisée selon la méthode de l’AOAC (1998) selon les 

étapes suivantes : 

- Préparation d’une suspension de 10% (p/v) dans de l’eau distillée; 

- Agitation magnétique pendant 30 minutes; 

- Centrifugation à 5000 G pendant 5 minutes; 

- Récupération du surnageant; 

- Les valeurs de pH ont été mesurées avec un pH mètre (Hana instrument). La détermination 

du pH est réalisée par immersion de l’électrode du pH mètre dans lasuspension. 

 

 4.2. Détermination de l’acidité titrable 

La méthode consiste en un titrage de l’acidité des solutions aqueuses des échantillons 

de poudres avec une solution d’hydroxyde de sodium (NaOH) en présence d’un indicateur 

colorant : la phénolphtaléine selon la méthode de Katina et al. (2007). 

La suspension préparée pour la détermination du pH est titrée par le NaOH (0,1N) en 

présence de phénolphtaléine jusqu’à obtention d’un changement de couleur (virage au rose 

clair). Le taux d’acidité titrable est exprimé en ml de NaOH/100g de poudre selon la formule 

suivante : 

 

Avec : 

V0 : Volume en ml de la prise d’essai. 

V1 : Volume en ml de la solution d’hydroxyde de solution. 

M : Masse en grammes de produit prélevé. 
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0,1g de poudre de feuilles + 3ml HClO4 à 52% + 2ml d’eau distillée 

Incubation à l’obscurité (18h) 

Ajout de 2ml d’eaudistillée 

Filtration sous vide 

Le filtrat est ajusté à 50ml avec de l’eau distillée 
= l’extrait final 

 

 4.3. Extraction et dosage des sucres totaux 

 4.3.1. Extraction des sucres  

L’extraction des sucres totaux est réalisée selon la méthode d’Osborne et Voogt 

(1986) illustrée par la figure 5 suivante : 

 
Fig. 5 : Protocole d’extraction des sucres totaux (Osborne et vooget, 1986). 

 
 
 4.3.2. Dosage des sucres totaux 

Les sucres totaux sont mesurés à l’aide de la réaction de l’acide anthronsulfurique. 

L’anthrone dissout dans un milieu sulfurique concentré donne une couleur jaune clair. Les 

sucres réagissent avec l’anthrone  et  donne  des  produits  colorés  (L’aurentin  et  

Christine, 2003). La réaction donne une gamme de couleur assez lumineuse allant du vert au 

bleu-vert, qui varie en fonction de la concentration en sucres dans les solutions préparées 

(Morris, 1984 ; Bachelier et Gavinelli,1966). 

La détermination des sucres totaux est réalisée selon la méthode d’Osborne et Voogt 

(1986) illustrée par la figure 6 suivante. La concentration en sucres totaux est déterminée à 

partir d’une courbe d’étalonnage établie avec le glucose dans les mêmes conditions (Annexe 

II). Les résultats sont exprimés en milligramme d’équivalent de glucose (Glu) par gramme 

d’échantillon (mg E Glu/g Ech.). 
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10g de la poudre + 400ml d’eau 

Incubation dans un bain marie (2h/80°C) sous agitation 

Refroidissement à temperature ambiante 

Centrifugation 4000tr/20mn 

Récupère le surnageant = mucilage 

 
 

Fig. 6 : Protocole de dosage des sucres totaux (Osborne et vooget, 1986). 
 
 
5. Extraction des prébiotiques du mucilage 

 

L’extraction des prébiotiques est réalisée selon la méthode décrite par HadiNezhad et 

al. (2013). La figure suivante résume les étapes d’extraction. 

 
 
 

Fig. 7 : Protocole d’extraction des prébiotiques (HadiNzah et al., 2013). 
 
 

 5.1. Analyses physico-chimiques des mucilages 

 5.1.1. Mesure du pH 

La mesure du pH est réalisée selon la méthode de l’AOAC (1998) citée précédemment 
 
 
 5.1.2. Mesure de l’acidité titrable 

La mesure de l’acidité titrable est réalisée selon la méthode décrite par Katina et al. 

(2007) citée précédemment. 

1ml d’extrait dilué à 8% + 5ml d’Anthrone 

Incubation dans le bain maris 12min/65°C 

Absorbance à 630nm 
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5.2. Dosage des sucres totaux 

Le dosage des sucres totaux est déterminé selon la méthode à l’anthrone décrite par 

d’Osborne et Voogt (1986) citée précédemment. 

 

5.3. Dosage des composés phénoliques 

a. Dosage des polyphénols solubles totaux 

Le réactif de Folin-Ciocalteu, mélange de l’acide phosphotungstique (H3PW12O40) et 

d’acide phosphomolybdique (H3PMo12O40), est réduit en présence de polyphénols en un 

mélange d’oxydes bleu de tungstène (W8O23) et de molybdène (Mo8O23). L’intensité de la 

coloration bleue produite est proportionnelle aux taux de composés phénoliques présents dans 

le milieu réactionnel (Ribérau-Gayon, 1968 ; Muxci et Yao, 2017). 

Le dosage des polyphénols solubles totaux est effectué selon la méthode au Folin- 

Ciocalteu (Fig. 8) décrite par Skerget et al., (2005). Les concentrations en polyphénols 

solubles totaux sont déterminées par références a une courbe d’étalonnage établie avec l’acide 

Gallique dans les mêmes conditions (Annexe II). Les résultats sont exprimés en milligramme 

d’équivalent d’acide Gallique (AG) par gramme d’échantillon (mg Eq AG/g d’Ech.). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Fig. 8 : Protocole de dosage des polyphénols totaux solubles (Skerget et al., 2005). 

200µl d’extrait + 1ml de réactif de folin-ciocalteu (1N dilué à 0,1N) 

Après 5min 

Ajout 0.8 ml de solution de carbonate de sodium 

Incubation à 50 °C /15 

Absorbance 760nm 
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1ml d’extrait + 1ml de la solution de chlorure d’Aluminium (AlCl3_6H20) 

Incubation pendant 15min à l’obscurité et à Température ambiante 

Lecture des l’absorbances à 430 nm 

 

b. Dosage des flavonoïdes 

La quantification des flavonoïdes a été effectuée par une méthode de dosage direct par 

le chlorure d’aluminium. En effet, les flavonoïdes possèdent un groupement hydroxyle (OH) 

libre en position 5 susceptible de donner en présence de chlorure d’aluminium un complexe 

jaunâtre par chélatation de l’ion Al+3(Ali-Rachedi et al., 2005 ; Pekal et Pyrzynska, 2014). 

La coloration jaune produite est proportionnelle à la quantité de flavonoïdes présente dans 

l’extrait (Ribéreau-Gayon, 1968). 

Le contenu en flavonoïdes des différents extraits (Fig. 9) est estimé selon la méthode  

rapportée par Djeridane et al. (2006). Les concentrations en flavonoïdes ont été estimées en 

se référant à une courbe d’étalonnage préparée avec la quercétine dans les mêmes conditions 

(Annexe II). Les résultats sont exprimés en milligramme d’équivalent de Quercétine (Q) par 

gramme d’échantillon (mg Eq Q/g d’Ech.). 
 

 
Fig. 9 : Protocole de dosage des flavonoïdes (Djeridane et al., 2006). 

 
 
c. Dosage des tannins hydrolysables 

Les tanins hydrolysables réagissent avec le chlorure ferrique et donne une coloration 

bleue mesurée par spectrophotométrie à 660 nm. Le dosage des tanins hydrolysables (Fig. 10) 

est réalisé selon la méthode au chlorure ferrique rapportée par Mole et Waterman (1987). 

La teneur en tanins hydrolysables est déterminée en se référant à une courbe 

d’étalonnage préparée dans les mêmes conditions avec l’acide Tannique (Annexe II). Les 

résultats sont exprimés en milligramme d’équivalent d’acide tannique (AT) par gramme 

d’échantillon (mg Eq AT/g Ech.). 
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1ml d’extrait + 5ml de vanilline-HCl 

Incubation à 30°C/20mn 

Mesure des absorbances à 500nm contre un blanc 

 
 

Fig. 10 : Protocole de dosage des tanins hydrolysables (Mole et Waterman, 1987). 
 
 
d. Dosage des tannins condensés 

La méthode à la vanilline décrite par Deshpande et al. (1986) est utilisée pour le 

dosage des tanins condensés (Fig. 11). La vanilline réagit avec les unités des tanins condensés 

dans un milieu acide pour produire un complexe rouge d’anthocyanidols mesurables par 

spectrophotométrie à 500 nm (Haddouchi et al., 2016). 

La teneur en tanin condensé est déterminée en se référant à une courbe d’étalonnage 

préparée dans les mêmes conditions avec catéchine (Annexe II). Les résultats sont exprimés 

en milligramme d’équivalent de catéchine (C) par gramme d’échantillon (mg Eq C/g Ech.). 

 
Fig. 11 : Protocole de dosage des tanins condensés (Desphane et al., 1986). 

 

5.4. Mise en évidence des autres métabolites secondaire 

a. Alcaloïdes 

La mise en évidence de la présence d’alcaloïdes dans les extraits est déterminée selon 

la méthode d’Kpenssi (2007). Quelques gouttes du réactif de Bouchardât sont ajoutés à 2 ml 

d’extrait. La formation d’un précipité brun-noir ou jaune-brun indique la présence 

d’alcaloïdes dans lesextraits. 

1ml d’extrait + 3.5 ml de FeCl3 (0,01%) dans HCl (0.01 M) 

Homogénéisation et lecture des absorbances à 660 nm contre un blanc 
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1ml d’extrait (10mg/ml) + 1ml HCl (pH=1) 

Incubation dans un bain marie 37°C/4h sous agitation 

La réaction est terminée par l’ajout de 1ml de NaoH (1N) 

 

b. Saponines 

La mise en évidence de la présence de saponines est réalisée selon la méthode de 

Yadav et Agarwala, (2011). 1 ml d’extrait ont été mélanges à 5 ml d’eau distillée, le mélange 

est secoué vigoureusement. La formation d’une mousse persistante révèle la présence de 

saponines. 

 

c. Terpénoïdes 

La mise en évidence de la présence de terpénoides est réalisée selon la méthode 

d’Aziman et al. (2012). 2,5 ml d’extraitontétémélangé à 1 ml de chloroforme. Après 

homogénéisation, 1,5 ml d’H2SO4 concentré ont été soigneusement ajoutés au mélange 

réactionnel. La formation d’une couleur brun-rougeâtre à l'interface indique la présence de 

terpénoïdes dans les extraits. 

 
6. Résistance des prébiotiques à la digestion acide et enzymatique 

La digestion acide et enzymatique des prébioiques est réalisée selon la méthode décrite 

par Wichienchot et al. (2011). Le test consiste à déterminer la teneur en polysaccharides non 

digestibles de nos mucilages. Trois répétitions ont été réalisées pour chaque échantillon. Les 

extraits ont été préparés (reconstitués) dans de l’eau distillée a des concentrations de 

10mg/ml. 

 
◊ Digestion acide : la figure 12 suivante illustre les étapes de la digestion acide des 

mucilages. 
 

 
 

Fig. 12 : Protocole de la digestion acide (Wichienchot et al., 2011). 
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◊ Digestion enzymatique : la figure 13 résume les étapes de la digestion enzymatique  

desmucilages. 

 
 
 
 
 
 
 

 
Fig. 13 : Protocole de la digestion enzymatique ( Wichienchot et al., 2011). 

 
 

6.1. Dosage des sucres totaux après la digestion acide-enzyme 

Le dosage des sucres totaux après digestion acide et enzymatique est réalisé selon la 

méthode à l’anthrone décrite par d’Osborne et Voogt (1986) citéeprécédemment. 

 
6.2. Dosage des sucres réducteurs avant la digestion acide-enzyme 

La teneur en sucre réducteur est déterminée selon la technique décrite par 

Miller (1959) rapportée par Joschum et al. (2011). L’acide 3,5-dinitro-salicylique (DNS) 

réagit avec le carbonyle libre dans des conditions alcalines, pour former du 3-amino-5- 

nitrosalicylate, un composé ayant une absorption maximale à 540 nm ; l'absorbance est 

directement proportionnelle à la quantité des sucre réducteurs (Baskan et al., 2016). Le 

dosage des sucres réducteurs est effectué comme suit : 

Dans un tube à essai contenant 1mL de DNS on ajoute 1mL de l’extrait de feuilles 

préparé (10 mg/ml). L'ensemble est homogénéisé et porté au bain marie bouillant à 100°C 

pendant 10 minutes. Après refroidissement à Température ambiante, 2 mL d'eau distillée sont 

ajoutées. La lecture de la densité optique au spectrophotomètre s'effectue à 540 nm contre un 

tube témoin ne contenant pas d'extrait. Le tube témoin contient à la place de 1 mL de l’extrait 

de feuilles, 1mL d'eau distillée. 

La teneur en sucres réducteurs est déterminée par référence à une courbe d’étalonnage 

obtenue avec le glucose (annexe II) dans les mêmes conditions. Les résultats sont exprimés 

en milligramme d’équivalent du glucose (Glu) par gramme d’échantillon (mg E Glu/g 

d’Ech.). 

 
La réaction est stoppée par chauffage à 80°C pendant 10min 

La solution acide précédente + 2unités/ml α-amylase (20mM) dans un tampon phosphate 

Incubation pendant 6h 
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6.3. Détermination de la teneur en polysaccharides indigestes 

La teneur en polysaccharides indigestes (mg/g d’extrait) dans les extraits a été calculée 

à partir de la formule suivante : 

 

 
 
7. Evaluation de l’activité antimicrobienne des extraits 

7.1. Souches bactériennes 

Les quatre souches bactériennes utilisées (Tableau III) dans la présente étude sont 

fournies par Mme Benachour K. du laboratoire de Microbiologie Appliquée de L’université 

deBejaia. 

 
Tableau III : Les souches bactériennes testées. 

 

Souches Référence Gram 

Escherichia coli ATCC25922 G- 

Staphylococcus aureus ATCC25923 G+ 

Lactobacillus plantarum / G+ 

Lactobacillus bulgaricus / G+ 

 

7.2. Préparation des extraits 

Les extraits bruts sont dissouts dans de l’eau distillée stérile à une concentration finale 

de 400 mg/ml. Une série de dilutions de (½) des solutions mères sont préparées 

(concentrations allant de 400 mg/ml à 50 mg/ml) à partir des extraits bruts de feuilles de 

Moringa (Témoin, 80°C/15min, 80°C/30min, 100°C/15min, 100°C /30min). 

Les polysaccharides non digestibles (mg/g)= Sucres totaux après la digestion 

acide-enzyme (mg/g) – Sucres réducteurs avant la digestion (mg/g). 
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7.3. Préparation de l’inoculum 

Les différentes souches bactériennes ont été repiqués par la méthode des stries puis 

incubées à l’étuves à 37° C pour les bactéries pathogènes (E. coli et S. aureus) et à 30° C pour 

les bactéries lactiques (L. plantarumet L. bulgaricus) pendant 24h afin d’obtenir des cultures 

jeunes et des colonies isolées. 

Après incubation, les suspensions bactériennes sont ajustées jusqu’à obtention d’une 

densité de 108 UFC/ml pour E. coli et S. aureus et 107 UFC/ml pour L. plantarumet L. 

bulgaricus(Toty et al.,2013). 

Pour préparer l’inoculum, 3 à 5 colonies, de moins de 24h, similaires bien isolées sont 

prélevées à l’aide d’une anse en platine puis déchargées dans 10 ml de l’eau physiologique 

stérile (Fertout-Mour et al., 2016). Les suspensions bactériennes sont ensuite homogénéisées 

à l’aide d’un vortex, puis incubées pendant 3 à 5h à 37° C pour les bactéries pathogènes et à 

30° C pour les bactéries lactiques, afin d’avoir des pré-cultures. 

 

7.4. Evaluation de l’activité antimicrobienne in-vitro 

L’activité antimicrobienne des extraits est déterminée selon la technique de diffusion 

sur milieu gélosé décrite par Chan et al. (2007). L’application de disques imprégnés de 

principes actifs à différentes concentrations sur des milieux de cultures ensemencés par des 

suspensions bactériennes fait apparaître, quand une activité antimicrobienne est présente, des 

zones circulaires claires (absences de colonies) appelées zones d’inhibitions autours des 

disques (Liao et al., 2010). 

Les bactéries ont été ensemencés par inondation a l’aide d’un écouvillon stérile sur des 

boites de pétrie contenant la gélose de Mueller-Hinton (MH) pour les bactéries pathogènes    

et la gélose Man Rogosa Sharpe (MRS) pour les bactéries lactiques. Des disques stériles de 6 

mm de diamètre, ont été déposés sur la gélose et ensemencés chacun par 20 µl d’extrait à 

différentes concentrations. Les disques témoins sont imprégnés de 20 µl d’eau distillé stérile. 

Les boites de pétri sont incubées à l’étuve à 30° C pour Lp et Lb et 37° C pour E. coli et S. 

aureus entre 18 à 24h. Après incubation, les diamètres des zones d’inhibitions autours des 

disques sont mesurés au moyen d’une règle graduée (Karabay-Yavasoglu et al.,2007). 
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7.5. Détermination des concentrations minimales inhibitrices(CMI) 

Cette étude permet de définir la sensibilité ou la résistance des souches bactériennes à 

la substance antimicrobienne par la mesure de la CMI qui est la plus faible concentration de la 

substance pour la quelle il n’y a pas de croissance visible a l’œil nu après un temps 

d’incubation de 18 à 24h. (Toty et al., 2013). 

Les concentrations minimales inhibitrices (CMI) sont selon la méthode décrite par 

Santoyo et al. (2009). Les CMI des extraits vis-à-vis des souches bactériennes cibles sont 

déterminées selon la technique de dilutions sur milieu liquide en utilisant les microplaques 96 

puits. Les microplaques sont préparées on distribuant dans chacun des puits 165 µl de 

bouillon de culture (MH ou MRS), 5 µl de l’inoculum et 30 µl d’extrait a différentes 

concentrations allant de 60 mg/ml jusqu'à 7,5 mg/ml. Le volume final de chaque puits est de 

200 µl. Les microplaques ont été incubées a 30° C pour les bactéries lactiques (Lb et Lp) et 

37° C pour E. coli et S. aureus pendant 24h. Deux témoins  sont  réalisés  :  un  témoin  

négatif (sans inoculum): bouillon de culture + 30 µl d’extrait et un témoin positif(sans 

extrait): bouillon de culture + 30 µl d’eau distillée stérile + 5 µl del’inoculum. 

 
La croissance bactérienne est indiquée par la présence d'une pelote blanche au fond du 

puits. La détermination de la CMI de chaque extrait a été faite par observation des troubles 

induits par la croissance des bactéries (Santoyo et al., 2009). 

 

8. Analyses statistiques 

Toutes les données représentent la moyenne de trois essais et les résultats sont 

exprimés par la moyenne ± écart type ; Les résultats ont fait l’objet d’une analyse de la 

variance (ANOVA) suivie d’une comparaison multiple des moyenne (Test de Tukey HSD) en 

utilisant le logiciel ExcelStat, la comparaison des données est prise à la probabilité (P<0,05). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Résultats et Discussions 
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Chapitre IV : Résultats et discussions 

 
 

1. Détermination des taux d’humidité des poudres 

Les résultats illustrés dans la figure 14 indiquent les taux d’humidités des poudres de 

feuilles de Moringa oleifera témoin et traitées. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig.14. Taux d’humidité des poudres de feuilles de M. oleifera. 

 
 

Les résultats indiquent que le taux d’humidité de la poudre de feuilles de M. oleifera 

augmente en fonction des différents paramètres (Température et temps), allant du témoin 

jusqu’à l’extrait 100°C/30min. 

Les traitements statistiques montrent une différence significative (P<0,05) entre la 

poudre témoin et les poudres traités à 100°C/15 min et à 100°C/30min et une différence non 

significative (P<0,05) entre la poudre témoin et la poudre traitées à 80°C/15min, entre la 

poudre traitée à 80°C/10min et à 80°C/30min et entre la poudre traitée à 80°C/30min et les 

poudres traités à 100°C/15min et à 100°C/30min. 
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2. Analyses physico-chimiques des poudres et des mucilages 

2.1. Mesure du pH 

Les valeurs des pH des poudres et des mucilages sont représentées dans la figure 15. 

 

Fig. 15. Valeurs du pH des poudres et des mucilages. 
 
 

Les résultats de mesure des pH révèlent des différences (Fig. 15), entre les poudres de 

M. oleifera témoin ou traitées. Les poudres analysées ont des valeurs moyennes en pH 

comprises entre 5,66 et 5,85. 

L’analyse des pH des mucilages révèle des différences, entre le mucilage de la poudre 

témoin (5,4±0,029) et les mucilages des poudres traitées à 100°C/15min (5,80±0,003) et à 

100°C/30min (5,89±0,017) ainsi qu’entre le pH du mucilage de la poudre témoin (5,4±0,029) 

et celui des mucilages des poudres traités à 80°C/15min (5,327±0,012) et à 80°C/30min 

(5,310±0,024). 

 
 2.2. Détermination de l’acidité titrable 

La figure 16 représente les taux d’acidité titrable des poudres (témoin et traités) et 

des mucilages extraits à partir des poudres (témoin et traités). 

Pour les mucilages, les résultats (Fig. 16) ne montrent  pas des différences 

significatives (p<0.05) entre les extraits de la poudre témoin et des poudres traités. 
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Fig. 16. L’acidité titrable des poudres et des mucilages. 
 
 

Les taux d’acidité titrable des poudres présentent des différences significatives 

(p<0,05) entre la poudre témoin (22,167±0,03 %) et les poudres traités à 80°C/15min 

(15,867±0,067 %) et à 80°C/30min (26,483±0,062%), et, entre les poudres traités à 

80°C/15min et à 80°C/30min et les poudres traites à 100°C/15min (19,483±0,088 %) et à 

100°C/30min (21,933±0,024 %). Par contre, aucune différence significative (p<0,05) n’a été 

observée entre la poudre témoin et les poudres traités à 100°C/15min et à 100°C/30min. 

 
        2.3. Dosage des sucres totaux 

    2.3.1. Sucres totaux des poudres 

Les valeurs de la teneur en sucres totaux des poudres de feuilles de M. oleifera (témoin 

et traités) sont représentées dans la figure 17. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. 17: Taux de sucres des poudres de feuilles de Moringa oleifera. 
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Les extraits 

 
 

Le Taux de sucres totaux des poudres varie entre 1,154±0,013 et 1,776±0,029 mg Eq 

Glu/g Ech. L’analyse statistique des résultats révèle une différence significative (P<0,05) 

entre la teneur en sucre de la poudre témoin et les poudres traités à traité à 80°C/15 min et à 

100°C/30min, et  une différence non significative (P>0,05) entre la teneur en sucre des 

poudres traitées. 

 
 2.3.2. Sucres totaux des mucilages 

La figure 18 représente les valeurs moyennes des teneurs en sucres totaux des 

mucilages des extraits de la poudre de feuilles de M. oleifera (témoin et traitées). 
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Fig. 18. Teneurs en sucres totaux des mucilages. 
 
 

 La teneur en sucres totaux des mucilages diminue avec l’augmentation de la 

température et la durée du traitement. L’analyse statistique des résultats montre une différence 

fortement significative (P<0,05) entre les différents extraits la plus grande teneur en sucre 

totaux est notée pour le mucilage de la poudre témoin (415,939±0,007 mg Eq Glu/ g Ech.) et 

la plus faible teneur est relevée pour le mucilage de la poudre traité à 100°C/30min (148,951 

±0,009 mg Eq Glu/ g Ech.). 
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3. Teneurs en composés phénoliques 

        3.1. Teneur en phénols solubles totaux 

Les résultats des dosages des phénols solubles totaux des différents mucilages des 

poudres de feuilles de M. oleifera (témoin et traités) sont illustrés dans la figure 19. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig. 19. Teneurs en phénols solubles totaux des mucilages. 
 
 

La teneur en phénols solubles totaux des mucilages diminue avec l’augmentation de la 

température et la durée du traitement. Les teneurs en polyphénols totaux solubles dans les 

extraits varient entre 19,526 et 22, 86 mg Eq AG/ g Ech. L’extrait de la poudre témoin de 

feuille de M. oleifera présente la teneur en phénols solubles totaux la plus élevée. 

L’analyse statistique des résultats a révéle un effet significatif (P<0,05) entre la teneur 

en phénols du mucilage extrait de la poudre témoin et l’ensemble des mucilages extraits des 

poudres traités. 

 

3.2. Teneur en Flavonoïdes 

La teneur en flavonoïdes des mucilages est représentée dans la figure 20. Les résultats 

montrent que les mucilages sont pauvres en flavonoïdes, les teneurs varient entre 0,472±0,024 

et 0,523±0,022 mg Eq Q/g Ech respectivement pour le mucilage de la poudre 100°C/30min et 

le mucilage de la poudre témoin. 
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Fig. 20. Teneurs en Flavonoïdes des mucilages. 
 
 

L’analyse statistique des résultats des teneurs en flavonoïdes des mucilages montre 

une différence non significative entre les différents extraits (témoin ou traités). 

 

 3.3. Teneur en tanins 

Les résultats des dosages des tanins (tanins condensés et tanins hydrolysables) des 

mucilages bruts des poudres (témoin et traités) de feuilles de M. oleifera sont représentés dans 

la figure 21. 

 

Fig. 21. Teneurs en Tanins condensés en en tanins hydrolysables des mucilages. 
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Les teneurs en tanins (condensés et hydrolysables) diminuent en fonction du traitement 

(température et durée) d’un extraits à un autre. Le mucilage des feuilles témoin a donné la 

teneur en tanin la plus élevée (1,915±0,021 mg Eq Cat/g Ech et 0,871±0,003 mg Eq AT/g 

Ech) respectivement pour les tanins condensés et les tanins hydrolysables. 

Le mucilage de la poudre de feuilles traitée à 100°C/30min a donner les plus faibles 

teneurs en tanins qui sont respectivement de l’ordre de 0,582±0,01 mg Eq AT/ g Ech et 

0,991±0,023mg Eq Cat/g Ech pour les pour les tanins hydrolysables et les tanins condensés. 

L’analyse statistique montre une différence significative (p<0.05) entre les extraits. 

Les résultats (Fig. 21) ne montrent pas de différences significatives entre la teneur en 

tanins hydrolysables des extraits de poudres traitées à 80°C/30min et à 100°C/15min qui sont 

respectivement de l’ordre de 0,66±0,009 et de 0,65±0,011 mg Eq AT/g Ech, et, entre la teneur 

en tanins condensés des extraits de poudres traitées à 80°C/30min, à 100°C/15min et à 

100°C/30min qui sont respectivement de l’ordre de 1,103±0,0077, 1,086±0,024 et 

0,991±0,023 mg Eq Cat/g Ech. 

 

4. Mise en évidence de quelques métabolites secondaires 

Les tests appliqués aux différents extraits de poudre de feuilles de Moringa témoin 

ou traitées ont permis de mettre en évidence la présence d’autres métabolites secondaires tels 

que les saponines, les alcaloïdes et les terpénoïdes. 

Le tableau IV résume les résultats du screening des extraits des poudres de feuilles 

de M. oleifera (Témoin, 80°C/15min, 80°C/30min, 100°C/15min, 100°C/30min). 

 
◊ La présence d’alcaloïdes dans les différents extraits est déterminée par la formation 

d’un précipité brun-noir (Tableau IV). Les résultats montrent la formation d’anneau 

brun-noir au niveau de tous les extraits des poudres (témoin et traitées). 

 
◊ La présence de terpènes est déterminée par l’apparition d’une couleur brun-rouge à 

l’interface de l’extrait (Tableau IV). Les résultats montrent l’apparition d’un anneau 

brun-rouge à l’interface des extraits des poudres témoins et des extraits des poudres 

traitées, traduisant ainsi la présence de terpènes solubilisés par notre solvant 

d’extraction (l’eau distillée). 
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◊ La présence de Saponines est déterminée par la formation d’une mousse persistante. 

D’après les résultats représentés (Tableau IV), il n’y a pas eu formation d’une mousse 

persistante au niveau de différents extraits (témoin et traités). 

 
Tableau IV : Mise en évidence des alcaloïdes, des saponines et des terpènoides. 

 

Test Observations Résultats 

 

Terpénoïdes 

+ 

 

 

Alcaloïdes 

+ 

- Saponines 
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5. Résistance des prébiotiques à la digestion acide et enzymatique 

L’histogramme illustré dans la figure 22 nous renseigne sur la teneur des mucilages 

bruts (Témoin, 80°C/15min, 80°C/30min, 100°C/15min, 100°C/30min) des feuilles de 

poudres de Moringa oleifera en sucres indigestibles. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Fig.22. Teneurs des mucilages en sucres non digestibles. 

 
 

Les résultats (Fig. 22) montrent que le mucilage de la poudre témoin présente la teneur 

la plus élevée en polysaccharides indigestibles (65,789 mg Eq Glu/g Ech) en comparaison aux 

mucilages des poudres traitées. La plus faible teneur en polysaccharides indigestibles est 

enregistré pour le mucilage de la poudre traité à 100°C/30min. 

L’analyse statistique des résultats montre une différence significative (P<0,05) entre 

l’ensemble des mucilages extraits des poudres de feuilles. 

 

6. Détermination de l’activité antimicrobienne 

6.1. Pouvoir antimicrobien des extraits de Moringa oleifera 

L’objectif principal de cet essai est de montrer la présence ou l’absence d’une activité 

antibactérienne en présence des mucilages bruts, extraits des feuilles de M. oleifera témoin ou 

traités. Les diamètres des zones obtenus sont indiqués dans les tableaux V et VI suivant. Les 

figures (23 et 24) montrent l’aspect des zones d’inhibition obtenues. 
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Tableau V : Activité antimicrobienne des extraits de feuilles de M. oleifera sur E. Coli et S. 

aureus. 

   E Coli      

 [Extrait] Témoin 80°C/15min 80°C/30min 100°C/15min 100°C/30min   

 C1=400mg/ml - - - - -   

 C2=200mg/ml - - - - 16,8± 0,28ᵇ   

 C3=100mg/ml - - - 09,33± 0,57ᵇ 16,5± 0,5 ͨ   

 C4=50mg/ml - - - 08,5± 0,5ᵇ 14,6± 0,57 ͨ   

         

   S. aureus      

 [Extrait] Témoin 80°C/15min 80°C/30min 100°C/15min 100°C/30min   

 C1=400mg/ml - - - - -   

 C2=200mg/ml - - 03± 0,76ᵇ - -   

 C3=100mg/ml - - - - 16,5± 0,5 ᵇ   

 C4=50mg/ml - - - 18,3± 2,08ᵇ 20,6± 1,52 ͨ   

(-) : absence de la zone d’inhibition. 
 

 
Tableau VI: Activité antimicrobienne des extraits de feuilles de M. oleifera sur L. bularicus 

(Lb) et L. plantarum (Lp). 

  Lactobacillus bulgaricus    

[Extrait] Témoin 80°C/15min 80°C/30min 100°C/15min 100°C/30min  

C1=400mg/ml - 06,3± 1,15 ᵇ 04,2± 3,71ª 07,1± 1,04ᵇ 06± 0,05ᵇ  

C2=200mg/ml - - - - 16,8± 0,28ᵇ  

C3=100mg/ml - - - 09,3± 0,57ᵇ 16,5± 0,5 ͨ  

C4=50mg/ml - - - 08,5± 0,5ᵇ 14,6± 0,57 ͨ  

  Lactobacillus plantarum    

[Extrait] Témoin 80°C/15min 80°C/30min 100°C/15min 100°C/30min  

C1=400mg/ml - - - - -  

C2=200mg/ml - 05,7± 0,3 b  08,95± 0,92 ͨ - 08,9± 0,88 ͨ  

C3=100mg/ml - - - - 07,9± 0,1 ͨ  

C4=50mg/ml - - - 09± 00ª 12± 00 ª  
 

(-) : absence de la zone d’inhibition. 
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Fig. 23 : Effet antibactérien des mucilages bruts des feuilles de M. oleifera sur E. coli et S. 

aureus. 

 

Fig. 24 : Effet antibactérien des mucilages bruts des feuilles de M. oleifera sur Lb et Lp. 

 
 

D’après les résultats illustrés dans les figures (23 et 24), les extraits de la poudre de 

feuilles de M. oleifera traitées manifestent des effets inhibiteurs vis-à-vis des quatre bactéries 

testées (E. coli, S. aureus, Lp et Lb) avec des zones d’inhibitions allant de 3,00 à 16,8 mm. 

L’effet inhibiteur varie d’un extrait à un autre en fonction de la concentration d’extrait, des 

températures et de la durée des traitements. Par contre, l’extrait de la poudre de feuilles 

témoin ne présente aucun effet inhibiteur sur la croissance des quatre bactéries. 

 
L’extrait de la poudre de feuilles traitées à 100°C/15min inhibe la croissance d’E. Coli 

à partir de la concentration de 100 mg/ml suivi de l’extrait de la poudre de feuilles traitées à 

100°C/30min) qui inhibe la croissance de la bactérie à partir de la dose de 200mg/ml. Les 

extraits 80°C/15min et 80°C/30min ne présentent aucun effet inhibiteur sur la croissance de la 

bactérie. 
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Les extraits de la poudre de feuilles de M. oleifera traitées (80°C/30min, 100°C/15min 

et 100°C/30min) inhibent la croissance de S. aureus à partir de la concentration de 200mg/ml. 

L’extrait 80°C/15min ne présente aucun effet inhibiteur sur la croissance de la bactérie. 

 
L’effet inhibiteur des extraits sur Lb est noté par les quatre extraits traités 

(80°C/15min, 80°C/30min, 100°C/15min, 100°C/30min) à partir de la concentration de 

400mg/ml. Concernant Lp, l’extrait de la poudre de feuilles traitées à 100°C/15min inhibe la 

croissance de la bactérie à partir de la concentration de 50 mg/ml suivi par deux extraits 

(80°C/30min, 100°C/30min) qui inhibent la croissance de la bactérie à partir de la 

concentration de 200 mg/ml. 

 
 6.2. Détermination des concentrations minimales inhibitrices (CMI) 

Les concentrations minimales inhibitrices (CMI) des extraits de feuilles de Moringa 

oleifera sont représentées dans le tableau VII suivant. 

 
Tableau VII : Concentrations minimales inhibitrices des extraits de feuilles de Moringa 

oleifera sur E.Coli et S.aureus. 

 
 

Bactéries CMI (mg/ml) 

ED 80°C/15min 80°C/30min 100°C/15min 100°C/30min 

E. coli - - - 15 7,5 

S. aureus - - 15 60 7,5 

Lb - 60 15 3,75 3,75 

Lp - - 7 ?5 3,75 3,75 

 

Les résultats obtenus (Tableau VII) montrent une diminution progressive de l’intensité 

du trouble induit par la croissance des bactéries au fur et à mesure que la température et la 

durée du traitement de la poudre augmentent. La CMI la plus faible (3,75 mg/ml) est obtenue 

avec les deux extraits des poudres traitées à 100° C pendant 15 et 30 min. La plus grande CMI 

(60 mg/ml) est enregistrée avec l’extrait (80°C/15min) et l’extrait (100°C/15min). 
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E. coli est sensible aux extraits des poudres traitées à 100°C/30min et à (100°C/15min) 

avec des CMI de 15 mg/ml et de 7,5 mg/ml respectivement. 

 
Concernant S aureus, la plus faible CMI (7,5mg/ml) à été enregistré avec l’extrait 

(100°C/30min) de feuilles de Moringa, les extraits 80°C/30min et 100°C/15min présentent 

des CMI allant de 15 à 60 mg/ml respectivement. 

 
L’analyse des résultats obtenus montre que les lactobacillus (Lb et Lp) sont les plus 

sensibles aux extraits des poudres de feuilles de M. oleifera traitées. 

 
- Pour Lp : la plus grande valeur de CMI (60 mg/ml) à été notée par l’extrait 

80°C/15min, l’extrait 80°C/30min a enregistrée une CMI de 15 mg/ml. Tandis que la 

plus faible CMI (3,75 mg/ml) est notée par les deux extraits traités à 100° C pendant 

15 et 30 min (100°C/15min et 100°C/30min). 

 
- Pour Lb : la plus grande valeur de CMI (7,5 mg/ml) est notée par l’extrait 

80°C/30min. Tandis que la plus faible CMI (3,75 mg/ml) est notée par les deux 

extraits traités à 100° C pendant 15 et 30 min (100°C/15min et 100°C/30min). 
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7. Discussion générale 

 
 

L’objectif principal de la présente étude consiste à mieux élucider l’impact des 

traitements thermiques sur les composés phytochimiques, de déterminer les propriétés 

prébiotiques et l’activité antimicrobienne des mucilages bruts extraits de la poudre de feuilles 

de M. oleifera. 

 
Les valeurs de pH des poudres varient entre 5,31 et 5,89 et celles des mucilages entre 

5,4 et 5,89. La mesure du pH et l’un des paramètres les plus importants dans le contrôle de la 

qualité de tous les aliments. Les valeurs enregistrées sont légèrement acides, elles sont en 

accord avec celles obtenus par Bourgeois (2003) qui révèle que les valeurs de pH comprise 

entre 4 et 7 (légèrement acides) prolonge la durée de conservation et sont favorables à la 

conservation de certaines vitamines du groupe B (telle que B1, B5, B9 et B12). Par contre, ils 

différents de ceux de Houndji et al. (2013) qui rapportent que les pH des poudres et des 

mucilages ayant une tendance à conférer une basicité qui s’estompe progressivement au cours 

du temps et qui évolue vers la neutralité. 

 
L’acidité titrable montre nettement une diminution au cours du traitement des poudres 

par apport au témoin. Pour les mucilages, aucune différence na été notée. Selon Giddey 

(1982) ; Gatel (1982) et Brisson et al. (1994), les valeurs de pH et l’acidité titrable sont des 

paramètres déterminant de l’aptitude à la conservation des aliments. Les bactéries doivent 

franchir ces obstacles afin de pouvoir proliférer. 

 
Les résultats obtenus montrent que les mucilages de nos échantillons présentent des 

teneurs en sucre plus élevés que les poudres et que les teneurs en sucre totaux (poudres et 

mucilages) diminuent significativement avec le traitement. La mucilage de la poudre de 

feuilles témoin présente une teneur en sucre totaux très élevée (415,939±0,007 mg Eq Glu/ g 

Ech.). 
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L’analyse de la teneur en composés phénoliques des extraits (mucilages) de la poudre 

de feuilles M. oleifera révèle que les feuilles sont riches en phénols solubles totaux (22,86 mg 

Eq AG/ g Ech), renferment des flavonoïdes (0,523±0,022 mg Eq Q/g Ech) et pauvres en 

tanins (1,915±0,021 mg Eq Cat/g Ech, 0,871±0,003 mg Eq AT/g Ech) respectivement pour  

les tanins condensés et les tanins hydrolysables. Les feuilles de Moringa sont connues pour 

leur richesse en diverses classes de composés phénoliques. Les résultats de la teneur en 

phénols solubles totaux s’accordent avec ceux de Kasolo et al. (2010) et sont inferieurs a 

ceux de Charoensin (2014). Les teneurs en flavonoides sont comparables à celle de Makkar 

et Bakkar (1996). Selon Makkar et Bakkar (1996) et Richter et al. (2003), les tanins 

condensés sont absents ou sous forme de trace dans les feuilles de Moringa, ce qui explique 

les faibles valeurs obtenues. 

 
Les résultats de la teneur en phénols solubles totaux montent que les traitements (80 à 

100° C pendant 15 et 30 min) diminuent significativement les teneurs en ces composés. Cela 

s’explique par l’altération des structures des phénols lorsque ces derniers sont exposés à des 

hautes températures, ces résultats sont en accord avec ceux de Larrauri (1997). Moyo 

(2011), signalent aussi que la température réduit les tannins extractibles de 15 à 30%. Les 

travaux d’O’Connel et Fox (1999), révèlent également que lors des traitements à haute 

température (50-60°C) au cours des transformations industrielles, la structure phénolique peut 

être dégradée. 

 
L’analyse phytochimique nous a permis de mettre en évidence la présence 

d’autres métabolites secondaires tels que les terpènes et les alcaloïdes dans les mucilages 

bruts des feuilles de M. oleifera et absence de saponines. Les résultats s’accordent avec ceux 

obtenus par Verma et al., (2009), Kadhim et Al-Shammaa (2014), Leon et al. (2015), 

Vergara-Jimenez et al. (2017) et Ademiluyi et al. (2018). Selon Kasolo (2010), la poudre  

de feuilles de M. oleifera renferment des terpènes qui sont décrit comme étant un principe 

actif contre les bactéries tels que, S. aureus et des alcaloïdes qui sont connus par leurs 

propriétés antimicrobiennes. Les résultats ne révèlent pas la présence de saponines, ci qui 

diffèrent des résultats obtenus par la bibliographie déjà cités. 
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    La teneur des mucilages en sucre réducteurs diminue significativement en fonction 

du traitement. Les glucides constituent le groupe le plus important des substances organiques 

entrant dans la composition chimique des végétaux. Cette teneur varie en fonction de divers 

facteurs tels que la température. Cette constatation suggère que pour maintenir le gout sucré 

de la poudre, le chauffage à des températures plus élèvées est interdit (Sharma, 2015), car 

elle risque une altération des germes (Larrauri, 1997). 

 
Les résultats de l’activité antimicrobienne ont permis de mettre en évidence une 

activité inhibitrice de la croissance des bactéries en présence des mucilages traités de M. 

oleifera. Cette inhibition est due à la sensibilité des bactéries testées aux extraits. Les résultats 

des CMI montrent que la sensibilité varie d’une souche à l’autre. Les deux souches de 

Lactobacillus (Lp et Lb) sont les plus sensibles aux extraits traités notamment a ceux traités à 

100° C pendant 15 et 30 min (CMI = 3,75 mg/ml) par apport aux bactéries pathogènes E. coli 

et S. aureus. Toutes les bactéries testées sont résistantes à l’extrait du mucilage témoin. 

L’activité antibactérienne des composés phénoliques est connue depuis longtemps et 

rapporté par plusieurs auteurs tel que Cowan (1999), Okuda et al. (2005) et Taguri et al. 

(2006). Cette activité s’explique par l’habilité de ses composés à se combiner aux protéines 

solubles et aux parois cellulaires bactériennes. L’absence d’activité notée pour l’extrait  

témoin s’explique probablement par sa baile teneur en flavonoïdes et aux quantités d tanins 

qui sont négligeables. 

L’effet antibactérien noté par les extraits des poudres traitées à 100°C pourrait 

s’expliquer par la formation de substances réactives capables de réagir avec les protéines et/ou 

les polysaccharides des bactéries. O’Connel et Fox (1999) rapporte que lors de traitements à 

haute température (50-60°C), la structure phénolique des polyphénols peut être dégradée. De 

plus, les traitements thermiques peuvent conduire à la formation d'o-quinones et d'o-semi- 

quinones, molécules très réactives qui peuvent réagir avec des groupements nucléophiles des 

protéines et/ou des polysaccharides. 



 

 



Conclusion et perspective 
 
 
 

Conclusion générale 

 
Moringa oleifera utilisé  dans de nombreux pays à travers le monde, est un arbre à 

usages multiples. Toute porte à croire que Moringa oleifera, connue sous le nom d’arbre 

miracle, arbre du paradis, depuis des temps immémoriaux mérite bien son nom. 

L’objectif principal de notre travail est la détermination de l’effet du traitement à des 

températures et des durées variables (80°C/15min ; 80°C/30min ; 100°C/15min ; 

100°C/30min) sur la teneur en métabolites secondaires, les propriétés prébiotiques et l’activité 

antimicrobienne des mucilages bruts. 

Les résultats de l’évaluation de l’activité antimicrobienne des extraits diffèrent d’un 

extrait à un autre. L’évaluation de l’activité antimicrobienne par la détermination des CMI 

montre que les deux Lactobacillus (Lp et Lb) sont plus sensibles aux extraits traités 

notamment a ceux traités à 100° C pendant 15 et 30 min (CMI = 3,75 mg/ml) par apport aux 

bactéries pathogènes E. coli et S. aureus. Toutes les bactéries testées sont résistantes  à 

l’extrait du mucilage témoin. 

Les extraits des feuilles de Moringa oleifera présentent une activité antimicrobienne 

importante contre les bactéries Gram négative et Gram positif ; la détermination de la 

sensibilité des souches aux différents extraits dépend des concentrations des extraits. Le 

traitement a contribué à l’amélioration de l’activité antimicrobienne des extraits par apport au 

témoin. 

 
 

En perspectives, les résultats de la présente étude méritent d’être affinés, il serait 

intéressant d’élargir le cadre de l’optimisation des conditions d’extraction des mucilages et de 

déterminer les principes actifs responsables des activités biologiques. 
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Annexes 
 

« Annexe1 : Préparation des Solution » 
 

 

 
 

NaoH 0,1N 2g de NaoH dans 500 ml d’eau distillée. 

 

Phénolphtaléine 50ml H2O+ 50ml d’éthanol+ 0,5 g de Phénolphtaléine 
Folin coicalteu 0,1N 20ml du Folin –coicalteu ajusté à 200ml d’eau distillée 

Na2Co3  7,5g de NaCO3 dans 30ml d’eau distillée 
AlCl3   2g d’AlCl3 dans 100 ml Méthanol 

FeCl3 0,01 M Dissoudre 0,4050g de FeCl3 dans 250ml Hcl 0,01M 

 
Vanilline à 5,8% 5,8 g de la Vanilline dans 100ml de méthanol 

Hcl à 24% 64,86 ml Hcl +100ml d’eau distillée 
Vanilline_Hcl  Ca préparation est faite juste avant l’utilisation en mélangeant à 

volume équivalent la solution de Vanilline à 5,8% et la solution 
d’Hcl 24 %. 

HclO4 52d’HClO4 est ajustée a 100ml avec ED 

Anthrone à 0,1% Dissoudre 0,16 d’Anthrone dans 80 ml d’acide sulfurique à 95% 
(acide préparé par addition d’1ml d’ED dans 79ml d’acide 

sulfurique). 
DNS Dissoudre 1g de l’acide DNS dans 20 ml d’ED, Ajouter 1,5mg 

NaOH ,dissoudre 30g de sodium de potassium tartrate 
tertahydrate, Ajusté le volume j’jusqu’a 100ml avec ED. 

Hcl à Ph1 1 ml Hcl + 9ml d’eau distillée 

 
Tampon phosphate 

à pH= 7 

1.36 g de KH2PO2 dans 100ml d’ED 
0.87g de K2HPO2 dans 100ml d’ED 

la solution acide est ajuster avec la solution est ajustée avec la 
solution basique j’jusqu’a l’obtention d’un pH7 

 

Eau physiologie 9g NaCl dissoudre dans 1000ml d’ED. 
Réactif de 

Bouchardât 

1g de I2 (Bisublimé) +1g de KI2 dans 5Oml d’ED 

 
Solution NaCl 2,95 g de NaCl dans 100ml d’eau distillée 

 

26,125 g de la poudre se MRS + 35 ,15 g d’agar MRS 

Dissoudre 0,0056g d’α-amylase dans 40ml d’ED. Solution de α- 

Amylase 

0,02065d’Hcl 37% est ajustée a 250ml avec l’eau distillée Hcl 0,01M 

40g de poudre de soude, Ajustée à 1000 ml d’ED NaoH 1N 
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« Annexe2 : Courbes d’étalonnages » 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Fig.1. Gamme d’étalonnage d’Acide Gallique 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Fig.2. Gamme d’étalonnage de la Quercétine 
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Fig. 3. Gamme d’étalonnage d’Acide Tannique 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Fig.4. Gamme d’étalonnage de la Catéchine 
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Fig.5. Gamme d’étalonnage de Glucose (Sucres Totaux) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Fig.6. Gamme d’étalonnage de glucose (Sucres Réducteurs) 
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  Résumé  
 

Résumé 

Moringa oleifera, est un trésor végétale, grâce au ces multiples usages 

(pharmaceutique, médicinale, industrielle, alimentation …). Une étude à été réaliser pour 

évaluer l’effet de traitement sur potentiel prébiotique de la poudre des feuilles de Moringa 

oleifera et leur activité antimicrobienne. L’expérience à été menée que la poudre de feuille 

après traitement à révélé une diminution en composés phénoliques (flavonoïdes, tannins), 

saponines et alcaloïdes, tous des composés chimiques avec des effets antimicrobiens. Des 

extraits brut ont été testés contre deux souches lactiques (LB bulgaricus et LB plantarum), 

mais aussi contre deux souches pathogènes (E. coli et S. aureus). Les résultats ont montré que 

l’extrait brut des feuilles de Moringa oleifera après traitement, sont efficaces  contre toutes 

les souches bactériennes testées. La plus part des Concentrations Minimales Inhibitrices 

(CMI), allant de 60 à 3,75 mg/ml. 

Mots clés : Moringa oleifera – Composés phénoliques – antibactériens – prébiotique et 

probiotiques - feuilles. 

Summary 

 
Moringa oleifera, plant is a treasure, thanks to these multiple uses 

(pharmaceutical, medicinal, industrial, food ...). A study was conducted to evaluate the 

prebiotic potential treatment effect of the powdered leaves of Moringa oleifera and their 

antimicrobial activity. Experience was conducted as leaf powder after treatment revealed a 

decrease in phenolic compounds (flavonoids, tannins), saponins and alkaloids, all chemical 

compounds with antimicrobial effects. Crude extracts have been tested against two strains of 

lactic acid (LB and LB plantarum bulgaricus), but also against two pathogenic strains (E. coli 

and S. aureus). The results showed that Crude extracts of leaves of Moringa oleifera after 

treatment, are effective against all bacterial strains tested. Most of the Minimum 

Concentrations Inhibitory (MIC) ranging from 60A 3.75 mg/ ml. 

Keywords: Moringa oleifera - Phenolic - antibacterial - prebiotic and probiotic - sheets. 


