
 

  

 

 

 

Les molécules naturelles de différentes origines et essentiellement celles issues des algues marines 

renferment une panoplie de principes bioactifs naturels à fort potentiel thérapeutique. Actuellement, 

plusieurs recherches sont consacrées à l’isolement de nouveaux composés bioactifs à partir des ressources 

marines qui auraient des effets bénéfiques prometteurs pour la santé. Les algues pouvant contenir des 

métabolites secondaires avec des activités biologiquement pertinentes incluant des activités chélatrice, 

anti-oxydante, antiinflammatoire et des propriétés neuroprotectives. Le Maroc, avec sa double façade 

Atlantique et Méditerranéenne, longue de plus de 3500 Km, reste un pays profondément riche par 

l’existence de milliers d’espèces marines animales et végétales. Au Maroc, les algues marines constituent 

une source peu explorée et inexploitée, alors qu’elles constituent un potentiel considérable de 

développement économique. Ce travail est consacré à la valorisation de quatre algues brunes (Bifurcaria 

bifurcata, Cystosiera humulis, Cystosiera stricta et Fucus spiralis) et une algue rouge, Geliduim 

sesquipidale de la côte atlantique marocaine. Le but principal est d’étudier l’activité antioxydant des cinq 

algues en utilisation des tests chimiques et d’identifier le profil antioxydant de ces algues. Ainsi étudier 

in-vitro l’effet de l’algue qui est riche en molécules anti-oxydantes sur un modèle cellulaire (protozoaire: 

Tetrahymena pyriformis) pour rechercher l’effet protecteur contre la toxicité induite par le peroxyde 

d’hydrogène comme agent induisant le stress oxydatif. De plus, étudier in vivo sur un modèle animal (rat) 

l’effet protectif contre le stress induit par les lipopolyssacharides.  Les résultats obtenus ont montré que 

l’espèce F. spiralis possède une teneur plus élevée en métabolites secondaires avec une meilleure activité 

antioxydante et activité inhibitrice des enzymes acétylcholinestérase, butyrylcholinestérase. 

L’identification du profil antioydant a détecté différentes antioxydantsdes majoritaire dans les cinq algues. 

Les résultats obtenus in-vitro ont montré que F. spiralis est efficace contre la cytotoxicité et les 

changements redox induits par H2O2. Les résultats obtenus in vivo sur les rats traités par F. spiralis ont 

montré que le LPS induit une toxicité accompagnée des troubles moteurs et comportement anxieux et 

dépressif chez les rats. Le traitement des rats par l’algue F.spiralis capable de protéger l’animal contre les 

effets toxiques de LPS. L'ensemble de ces données révèlent l'intérêt d'extraire et d'utiliser des principes 

actifs provenant de ces algues dans le but de se protéger contre les dégâts causés par les espèces réactives 

oxygénées à court et à long terme.  

Mot clé : Les algues, stress oxydatif, Fucus spiralis, Bifurcaria bifurcata, Cystosiera humulis, Cystosiera 

stricta, Geliduim sesquipidale, les antioxydants, peroxyde d’hydrogène, lipopolysaccharides 
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Résumé 

Résumé : Les molécules naturelles de différentes origines et essentiellement celles issues des algues 

marines renferment une panoplie de principes bioactifs naturels à fort potentiel thérapeutique. 

Actuellement, plusieurs recherches sont consacrées à l’isolement de nouveaux composés bioactifs à 

partir des ressources marines qui auraient des effets bénéfiques prometteurs pour la santé. Les algues 

pouvant contenir des métabolites secondaires avec des activités biologiquement pertinentes incluant des 

activités chélatrice, anti-oxydante, antiinflammatoire et des propriétés neuroprotectives. Le Maroc, avec 

sa double façade Atlantique et Méditerranéenne, longue de plus de 3500 Km, reste un pays 

profondément riche par l’existence de milliers d’espèces marines animales et végétales. Au Maroc, les 

algues marines constituent une source peu explorée et inexploitée, alors qu’elles constituent un potentiel 

considérable de développement économique. Ce travail est consacré à la valorisation de quatre algues 

brunes (Bifurcaria bifurcata, Cystociera humuli, Cystociera stricta et Fucus spiralis) et une algue rouge, 

Geliduim sesquipidale de la côte atlantique marocaine. Le but principal est d’étudier l’activité 

antioxydante des cinq algues en utilisation des tests chimiques et d’identifier le profil antioxydants de 

ces algues. Ainsi étudier in-vitro l’effet de l’algue qui est riche en molécules anti-oxydantes sur un 

modèle cellulaire (protozoaire: Tetrahymena pyriformis) pour rechercher l’effet protecteur contre la 

toxicité induite par le peroxyde d’hydrogène comme agent induisant le stress oxydatif. De plus, étudier 

in vivo sur un modèle animal (rat) l’effet protectif contre le stress induit par les lipopolyssacharides.  Les 

résultats obtenus ont montré que l’espèce F. spiralis possède une teneur plus élevée en métabolites 

secondaires avec une meilleure activité antioxydante et activité inhibitrice des enzymes 

acétylcholinestérase, butyrylcholinestérase. L’identification du profil antioydant a détecté différentes 

antioxydantsdes majoritaire dans les cinq algues. Les résultats obtenus in-vitro ont montré F. spiralis 

est efficace contre la cytotoxicité et les changements redox induits par H2O2. Les résultats obtenus in 

vivo sur les rats traités par F. spiralis ont montré que le LPS induit une toxicité accompagnée des troubles 

moteurs et comportement anxieux et dépressif chez les rats. Le traitement des rats par l’algue F.spiralis 

capable de protéger l’animal contre les effets toxiques de LPS. L'ensemble de ces données révèlent 

l'intérêt d'extraire et d'utiliser des principes actifs provenant de ces algues dans le but de se protéger 

contre les dégâts causés par les espèces réactives oxygénées à court et à long terme.  

Mot clé : Les algues, stress oxydatif, Fucus spiralis, les antioxydants, peroxyde d’hydrogène, 

lipopolysaccharides 

 

 

 

 



 
 

 

Abstract 

ABSTRACT : Natural molecules of different origins and mainly those from marine algae 

contain a variety of natural bioactive principles with high therapeutic potential. Currently, much 

research is devoted to the isolation of new bioactive compounds from marine resources that 

would have promising health benefits. Algae may contain secondary metabolites with 

biologically relevant activities including chelating, anti-oxidant, anti-inflammatory and 

neuroprotective properties. Morocco, with its double Atlantic and Mediterranean frontage, over 

3,500 km long, remains a country deeply rich in the existence of thousands of marine animal 

and plant species. In Morocco, marine algae constitute a little explored and unexploited source, 

while they constitute a considerable potential for economic development. This work is devoted 

to the valuation of four brown algae (Bifurcaria bifurcata, Cystociera humulis, Cystociera 

stricta and Fucus spiralis) and a red alga, Geliduim sesquipidale from the Moroccan Atlantic 

coast. The main goal is to study the antioxidant activity of the five algae with the use of chemical 

tests and to identify the antioxidant profiles of these algae. Thus to study in vitro the effect of 

the alga which is rich in antioxidant molecules on a cellular model (protozoan: Tetrahymena 

pyriformis) to seek the protective effect against the toxicity induced by hydrogen peroxide as 

an agent inducing stress. In addition, to study in vivo on an animal model (rat) the 

neuroprotective effect against the stress induced by lipopolyssacharides. The results obtained 

showed that the species F. spiralis has a higher content of secondary metabolites with a better 

antioxidant activity and inhibitory activity of the enzymes acetylcholinesterase, 

butyrylcholinesterase. The identification of the antioxidant profile detected different 

antioxidants in the five algae. The results obtained in vitro showed F. spiralis is effective 

against cytotoxicity and redox changes induced by H2O2. The results obtained in vivo on rats 

treated with F. spiralis showed that LPS induces a toxicity. This is accompanied by motor 

disturbances and anxious and depressive behavior in rats. Treatment of rats with the algae 

F.spiralis capable of protecting the animal against the toxic effects of LPS. All of these data 

reveal the interest of extracting and using active ingredients from algae in order to protect 

against damage caused by reactive oxygenated species in the short and long term. 

Keyword : Algae, oxidative stress, Fucus spiralis, antioxidants, hydrogen peroxide, 

lipopolysaccharides 



 
 

 

 ملخص

تحتوي الجزيئات الطبيعية ذات الأصول المختلفة وخاصة تلك المشتقة من الأعشاب البحرية على مجموعة متنوعة   : ملخص 

بحا  يتم تخصيص الكثير من الأ الحالي،في الوقت  العالي.ا ذات الإمكانات العلاجية من المبادئ الطبيعية النشطة بيولوجي  

الجديدة عن الموارد البحرية التي سيكون لها فوائد صحية واعدة. قد تحتوي الطحالب على  لعزل المركبات النشطة بيولوجي ا

ائص وخص للالتهابات،ومضادة  الأكسدة،ومضادات  الخالب،ثانوية ذات أنشطة ذات صلة بيولوجي ا بما في ذلك  مستقبلات

بلد ا غني ا  كيلومتر، 0033التي يزيد طولها عن  ة،والمتوسطيبواجهته المزدوجة الأطلسية  المغرب،لا يزال  الحماية العصبية.

ا تم استكشافه قليلا   للغاية بوجود آلاف الأنواع من الحيوانات والنباتات البحرية. في المغرب، تعتبر الأعشاب البحرية مصدر 

 Bifurcaria ةطحالب بني في حين أنها تشكل إمكانات كبيرة للتنمية الاقتصادية. هذا العمل مكرس لتقييم أربعة مستغلة،وغير 

bifurcata Cystociera humilis، Cystociera stricta، Fucus spiralis ،وطحلب أحمر Geliduim 

sesquipidale        من الساحل الأطلسي المغربي. الهدف الرئيسي هو دراسة النشاط المضاد للأكسدة للطحالب الخمسة

مح مضادات الأكسدة لهذه الطحالب. وبالتالي للدراسة في المختبر تأثير الطحالب باستخدام الاختبارات الكيميائية وتحديد ملا

عن التأثير الوقائي ضد السمية  للبحث) الكمثرىالغنية بجزيئات مضادات الأكسدة على نموذج خلوي )أولي: رباعي الغشاء 

راسة في الجسم الحي على نموذج حيواني للد ك،ذلبالإضافة إلى  .مل يسبب الإجهادالتي يسببها بيروكسيد الهيدروجين كعا

 ضد الإجهاد الناتج عن السكاريد الدهني. لإجهادلا لل )الجرذ( التأثير الوقائي 

النشاط المضاد للأكسدة والنشاط التثبيطي لأنزيمات أستيل  F.spiralis أظهرت النتائج التي تم الحصول عليها أن النوع

ف تحديد خصائص مضادات الأكسدة عن وجود مضادات أكسدة مختلفة في معظم كولينستراز ، بوتيريل كولينستراز ، كش

فعال ضد السمية الخلوية وتغيرات  F. spiralisأظهرت النتائج التي تم الحصول عليها في المختبر أن الخمسة. الطحالب 

 .2O2Hالأكسدة الناتجة عن 

يسبب السمية.  LPS أن F. spiralis ان المعالجة بالفطرأظهرت النتائج التي تم الحصول عليها في الجسم الحي على الفئر

القادرة على  F.spiralis ويصاحب ذلك اضطرابات حركية وسلوك قلقي واكتئابي في الفئران. معالجة الفئران بالطحالب

ت النشطة من تكشف كل هذه البيانات عن الاهتمام باستخراج واستخدام المكونا .LPS حماية الحيوان من التأثيرات السامة لـ

 .التفاعلية على المدى القصير والطويل المؤكسدةالطحالب من أجل الحماية من الأضرار التي تسببها الأنواع 

 عديدات الهيدروجين،بيروكسيد  الأكسدة،مضادات  الحلزوني،الفوق  التأكسدي،الإجهاد  الطحالب،: الكلمات الرئيسية

 .السكاريد الدهنية
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Depuis l'antiquité, les molécules d’origines naturelles, notamment ceux d'origine végétale ont 

toujours été une source importante d'agents thérapeutiques (Dumay et al. 2012). De ce fait, la 

valorisation des ressources naturelles est une préoccupation qui devient de plus en plus 

importante dans de nombreux pays. Actuellement, environ 25-30% de tous les médicaments 

disponibles pour le traitement des maladies sont dérivés des produits naturels (des plantes, des 

animaux, des bactéries et des champignons) ou sont des dérivés de produits naturels (Moreau, 

2003). 

Dans ce contexte, la valorisation des ressources marines peut s’avérer viable d’un point de vue 

économique. Parmi les ressources marines, l’isolement de nouveaux composés bioactifs à partir 

de nombreuses espèces d’algues qui renferment des propriétés nutritionnelles et 

pharmaceutiques particulièrement intéressantes. Les composés phénoliques comptent 

actuellement parmi les molécules naturelles qui sont le plus largement étudiées de par leurs 

multiples propriétés biologiques et/ou fonctionnelles. Leur présence à des taux significatifs 

dans les algues pourrait constituer une voie de valorisation pour la biomasse algale. 

Les algues marines se présentent parmi les végétaux les plus productifs de la planète. Pour faire 

face à l’absence de racines, ces végétaux marins ont dû développer des stratégies de 

développement et de nutrition particulièrement performantes. Leur ingéniosité biochimique les 

a ainsi amenée à développer différentes stratégies d’adaptation et de lutte tout à fait 

exceptionnelles, pour résister et survivre aux différents stress abiotiques (hydrique, osmotique, 

thermique, …) et biotiques (herbivores, champignons, …). Ces stratégies ont abouti à la mise 

en place de tout un arsenal biologique d’une remarquable efficacité. Les algues ont aussi une 

faculté extraordinaire à concentrer les principes actifs présents dans l'eau de mer (jusqu'à 50000 

fois) (Mérigout, 2006).    

    La valorisation de la biomasse algale est considérée parmi les programmes internationaux les 

plus intéressants dans l’exploitation du milieu marin. On effet, les algues ont constitué pour 

longtemps un grand espoir économique, pour les pays qui en possèdent d'importants littorales.         

Les algues ont déjà une valeur commerciale reconnue dans des domaines variés, tels que : 

l'alimentation, la cosmétique, le textile, la papeterie, le pharmaceutique et la médecine. Elles 

sont une source importante de polysaccharides (agars, carraghénines, alginates) utilisés comme 

agents émulsifiants, épaississants et stabilisateurs dans les industries alimentaires (Casillo et 

al., 2018; V. Brito et al., 2016). Leurs propriétés antibiotiques, antivirales et anti 
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inflammatoires leur confèrent une valeur appréciée en pharmacie et en médecine (Ariede et al., 

2017; Sanjeewa et al., 2016; Shu et al., 2013). 

  Le Maroc est un pays maritime par excellence. Il dispose 3500 Km de façade atlantique et 

méditerranéenne, constitue un des plus grands champs naturels d’algues marines qui présentent 

une biomasse très importante par rapport à d’autres pays. Riche d’une biodiversité, environ 489 

espèces d’algues sont actuellement recensées sur les façades atlantique et méditerranéenne. Les 

deux côtes renferment presque, 303 Rhodophyceae (Algues rouges), 99 Phaeophyceae (Algues 

brunes) et 87 Chlorophyceae (Algues vertes) (Benhissoune et al., 2002). 

Le secteur des algues au Maroc est très peu développé reposant surtout sur l’exportation de la 

matière brute des algues. Des sites importants le long des côtes Marocains qui n’ont jamais été 

explorés de manière scientifique, des études purement systématiques sur les richesses en 

phytoplancton n’ont pas encore été réalisées. Les potentialités sont pourtant immenses et 

constituent une source riche en algues marines, qui restent cependant inexploitées. Les algues 

seraient de très bons stimulants de la croissance économique à savoir l’alimentation, santé, 

cosmétique et environnement. 

  La conception et la réalisation de ce travail s’inscrit dans le cadre de la valorisation de 

ressources algales de la cote atlantique marocaine par des recherches scientifiques, aussi bien 

pour une contribution à l’étude de la valorisation de certaines algues. La démarche poursuivie 

dans la réalisation de cette thèse consiste à faire un screening phytochimique des algues 

étudiées, suivie par une extraction et une analyse qualitative et quantitative de différents 

composés chimiques susceptibles d’avoir une activité pharmacologique. Parmi ces composés, 

nous nous sommes plus particulièrement intéressés à ceux doués d’une activité antioxydante.  

L’objectif de cette thèse a été dans un premier temps d’enrichir les connaissances sur cette 

biomasse et d’étudier les effets protecteurs de ces algues contre le stress oxydatif. 

  Notre recherche est axée sur l’évaluation et l’identification de composés phénoliques 

(polyphénols, flavonoïdes), visant à utiliser les molécules issus des algues dans la prévention 

et/ou traitement des maladies dont le stress oxydatif est impliqué. 

Le premier volet vise à évaluer l’action des extraits des algues étudiés à travers des tests 

physicochimiques basés sur la capacité des extraits d’algues à piéger des radicaux, et 

l’identification du profil antioxydant des cinq algues étudié par LC-MS.  
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  Le deuxième volet a consisté en un screening des fractions issus des extraits méthanoliques 

afin de sélectionner les fractions les plus efficaces. Ces derniers ont ensuite etre utilisé dans la 

prévention contre le stress oxydatif induit par le peroxyde d’hydrogène chez un modèle 

cellulaire (protozoaire : Tetrahymena pyriformis). 

Le troisième volet a consisté à chercher les effets préventifs de Fucus spiralis sur des rats contre 

la toxicité induite par les lipopolysaccharides (LPS). 
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Chapitre 1: Chimiodiversité et biodiversité des algues   

I. Généralités sur les algues 

1. Introduction  

   Les algues sont des organismes vivants photosynthétiques, thallophytiques, autotrophes dont 

le cycle de vie se déroule en milieu aquatique marins ou d’eau douce, mais également sur le 

milieu terrestre. L’ensemble des algues compte entre 20 000 à 30 000 espèces dans le monde, 

ce qui correspond à environ 18 % du règne végétal (Ramade, 2009).   

   Les algues peuvent néanmoins être classées en une dizaine d’embranchements selon des 

critères basés sur leurs compositions biochimique et de leurs caractéristiques structurales (Ruiz, 

2005). Elles peuvent être uni ou pluricellulaires. Leur taille est très variable, de microscopique 

pour les microalgues et cyanobactéries jusqu’à plusieurs dizaines de mètres comme des algues 

du genre Macrocystis qui peuvent mesurer jusqu’à 45 mètres (Garon-lardiere, 2004). 

   Les macroalgues sont en général (macroscopiques et pluricellulaires) classées en trois 

groupes selon leur pigmentation. Il existe ainsi les algues vertes (Chlorophytes), les algues 

brunes (Chromophytes) et les algues rouges (Rhodophytes). 

    Chez les algues macroscopiques, la description n’utilise pas les mêmes termes botaniques 

des végétaux supérieurs. L'appareil végétatif, ou thalle n’a pas la même complexité qu’une tige. 

Ainsi, les algues ne possèdent ni feuilles (ce qui peut ressembler à une feuille chez une algue 

est appelé fronde), ni racines. Les algues peuvent posséder un crampon qui leur permet de rester 

fixées à leurs supports, mais qui n’a pas le rôle de nutrition que possède une racine chez les 

végétaux supérieurs. Chez les algues microscopiques, ce terme on peut regrouper des 

organismes variés à savoir des procaryotes ou des cyanobactéries et des eucaryotes. 

     Les microalgues vivent dans des milieux fortement aqueux, la plupart d’entre elles peuvent 

posséder un ou plusieurs flagelles lui conférant ainsi une mobilité flagellaire. Elles 

peuvent aussi former une fine pellicule gluante ou biofilm, constitué par des algues, des 

sécrétions adhésives et des microorganismes (Reijnders et al., 2014 ; Faller, 2011). 

2. Habitat et écologie 

  Les macroalgues peuvent être considérées comme des organismes généralement inféodés aux 

zones humides (d’eaux marines, d’eaux saumâtres ou d’eaux douces) (Person, 2010). La 
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plupart des algues vivent en effet dans les océans et y représentent plus de 90 % des végétaux 

(Leclerc and Floch, 2010).  

En effet, les macroalgues ne vivent pas seulement dans les océans, il y en a aussi sur les 

systèmes terrestres.  Elles se développent dans les lacs, les rivières, les étangs et les mares. C’est 

dans ces milieux d’eau douce aux conditions si variées que l’on rencontre le plus grand nombre 

d’espèces (Leclerc and Floch, 2010). 

3. Les bases de classification des algues 

  Les algues sont très variées. Malgré les différentes couleurs, bleue, rouge, brune ou verte avec 

lesquelles elles peuvent être perçues, elles possèdent toutes de la chlorophylle a (pigment vert).  

Il existe de nombreux critères de différenciation pour répartir les algues en différents groupes. 

Ils concernent notamment, le mode de nutrition, les structures cellulaires, la présence et la 

nature d’un flagelle, l’habitat ou même la nature et la localisation des pigments et des glucanes 

de réserve. 

  Malgré cette importante diversité et complexité structurale, une dizaine d’embranchements 

permettent de classer ces végétaux. Différents critères rentrent en considération; à savoir, leurs 

compositions pigmentaires, leurs caractéristiques structurales, leurs modes de reproduction 

ainsi que leurs polysaccharides de réserve (Reviers, 2002).  

  En général, les algues regroupent quatre groupes qui sont différenciées par rapport 

à la couleur, chaque groupe contient des classes, et chaque classe contient des centaines 

d’espèces (Garon-lardiere, 2004).  

3.1. La pigmentation 

  Les pigments photosynthétiques sont des composés bioactifs qui sont capables de capter 

l'énergie solaire. La couleur des algues est due à la présence ou absence de pigments (Hamed. 

2014). 

   Les pigments ont dès le début du 19ème siècle constitué un critère important dans la 

classification des algues. Le rôle physiologique de ces molécules consiste à capter l’énergie 

lumineuse. Selon la nature des pigments surnuméraires associés à la chlorophylle, les plastes 

sont tantôt verts (Chlorophytes), tantôt jaunes ou bruns (Chromophytes), ou encore rouges 

(Rhodophytes) (Ruiz, 2005). 
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3.2. Les polysaccharides de réserve 

     Les polysaccharides ou glucanes sont des polymères de glucides qui résultent du mécanisme 

photosynthétique. Cependant, il en existe deux familles, les polysaccharides de réserve et les 

polysaccharides pariétaux. Il existe des glucanes de réserve solubles en solution dans les 

vacuoles et d'autres insolubles qui forment des grains observables en microscopie. Composés 

de D-glucose, les glucanes de réserve se rencontrent sous deux formes : liés en (α-1,4) ils 

appartiennent à la catégorie des amidons et liés en (β-1,3), ils font partie de la catégorie des 

laminarines (Ruiz, 2005). 

En outre, malgré une large diversité et complexité structurale que morphologique des algues, il 

est possible de réaliser une classification des différentes lignées d’algues, sur la base de 

caractères chimiques (Tableau 1). 

Tableau 1 : Caractéristiques des principales lignées d’algues (Reviers, 2002) 

Embranchements Types de 
Chlorophylles 

caractéristiques 
Phycobiliprotéines  

Polysaccharides de réserve 

Bacillariophyta a, c - Chrysolaminarane 

Chlorophyta a, b - Amidon intraplastidial 

Chrysophyta a, c - Chrysolaminarane 

Cryptophyta a, c PE Amidon périplastidial 

Cyanophyta a PC, PE Glycogène  

Dinophyta a, c - Amidon cytoplasmique 

Euglenophyta a, b - Paramylon cytoplasmique 

Phaeophyta a, c - Laminarane, mannitol 

Rhodophyta a, d PC, PE, APC Amidon floridéen 

Xantophyta a, c - Chrysolaminaranes 

 

3.3. Les polysaccharides pariétaux   

  La classification des grandes familles d’algues repose également sur la nature chimique des 

colloïdes qu’elles produisent à la périphérie de leurs cellules (Mc Candless, 1978). La paroi 

des cellules végétales est parfois considérée par les biologistes comme un organite 

à part entière. Chez les algues, leurs parois diffèrent significativement de celles des autres 

organismes végétaux par son organisation et sa composition.  

Elle peut être interprétée comme étant généralement une structure biphasique, composée d’une 

phase fibrillaire cristalline squelettique et d’une phase matricielle dont les structures de 
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compositions variables selon les espèces, sont parmi les plus complexes connues dans la nature 

(McNeil et al., 1984). 

4.  Les Reproduction des algues  

   Les algues montrent toutes les formes de reproduction sexuée et asexuée observées dans le 

règne vivant.  

   Il existe deux modes de reproduction chez les algues : la reproduction asexuée (ou 

multiplication végétative) et la reproduction sexuée (l’union ou gamie d’un 

gamète male et d’un gamète femelle). 

   Chez certaines cyanobactéries, le mode asexué est le seul connu ; chez d’autres, il coexiste 

avec la reproduction sexuée, notamment chez les characées pour lesquelles ce dernier mode est 

prépondérant. 

4.1. Reproduction asexuée  

  Il s’agit de tous les phénomènes aboutissant à la production de nouveaux individus sans 

processus de fusion des gamètes. Ce type de reproduction se fait chez les Algues selon deux 

types : 

 Par le biais de divisions :  

- Division cellulaire par scissiparité chez les procaryotes (cas des cyanobacteries) et par mitose 

chez les eucaryotes. Les cellules filles obtenues sont morphologiquement et cytologiquement 

identiques à la cellule mère.  

  - Simple fragmentation du thalle, comparable à un bouturage chez la cyanobactérie 

(hormogonies).  

 Par le biais de cellules ou organes spécialisés :  

   - Les akinètes présents chez certaines cyanobactéries (Nostoc, cylindrospermum) et chez les 

chlorophycées (Oedogonium, Cladophora)  

    - Les bulbilles de certaines characées (cas des Nitellopsis). 

    - Les spores. Le contenu d'une cellule se divise, ses parois se transforment, puis après un 

certain temps, le sporocyste libère de nouvelles cellules en s'ouvrant.  

Dans des conditions favorables, ses organes (et cellules) germent pour donner un nouvel 

individu (Laplace-treyture, 2014). 
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 4.2. Reproduction sexuée  

   Le mode de reproduction sexuée est rencontré exclusivement chez les algues eucaryotes. La 

reproduction sexuée est caractérisée par la fusion de 2 gamètes (mâle et femelle) (Laplace-

treyture, 2014).  

On parle de planogamie si les gamètes sont mobiles, d’isogamie si les gamètes sont de structure 

identique (exemple : Ulothrix zonata) ou d’anisogamie dans le cas contraire (exemple : Ulva) 

Dans ceraines cas, Une alternance des phases de reproduction asexuée et sexuée dans le cycle 

de la reproduction de l'Algue permet ainsi la pérennité des algues (Laplace-treyture, 2014). 

5. Les grands groupes des macroalgues  

   Un des critères de classification des macroalgues est leur pigmentation, qui permet de définir 

plusieurs grandes groupes (Woelkerling, 2004). Chaque groupe contient des classes, et chaque 

classe contient des centaines d’espèces. 

5.1. Les algues vertes (Chlorophycées) 

 Les Chlorophycées sont des algues vertes, à chloroplastes pariétaux porteurs de paranoïdes et 

élaborant de l’amidon. Membrane cellulosique, souvent avec couche pectiques externe. Le 

thalle peut être unicellulaire, filamenteux ou colonial.  

    Les chlorophycées comportent environ 10000 espèces. La plupart des algues vertes se 

développent dans les eaux douces, mais les algues marines sont nombreuses dans les 

Ulotrichales et les Cladophorales, et dominent dans les Siphonales. Une partie des 

Chlorococcales et des trentepholiales sont aérophiles (Paul, 2006). 

Le thalle est de couleur typiquement vert en raison des chlorophylles a et b dominant dans 

les chloroplastes. Toutefois, l’exposition prolongée aux fortes intensités lumineuses provoque 

la synthèse de pigments photoprotectants (caroténoïdes), qui donne aux thalles de couleurs 

orangées à jaunâtres.  

Les algues vertes sont peu diversifiées dans les eaux tempérées est au contraire riche en 

espèces et en formes dans les eaux tropicales. Les algues vertes sont présentes dans tous les 

systèmes aquatiques depuis les milieux marins jusqu’aux eaux douces. 
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5.2. Les algues brunes (Phéophycées) 

   Les algues brunes, aussi appelées phéophycées, de couleur brune ou olivâtre, elles sont 

presque exclusivement marines. La couleur brune de ces algues résulte de la dominance du 

pigment xanthophylle, la fucoxanthine, qui masque les autres pigments (chlorophylle a et c, 

ainsi que le bêta-carotène). 

Elles sont pluricellulaires, à appareil végétatif souvent complexe, leurs dimensions varient 

depuis les éléments microscopiques jusqu'aux très grands spécimens. La grande majorité des 

algues brunes sont marines (Garon-lardiere, 2004).  

Les Phéophycées montrent une grande diversité morphologique depuis les formes 

filamenteuses relativement simples aux grandes algues brunes dont l’organisation 

morphologique complexe évoque les tiges feuillées des végétaux supérieurs.  

Les algues brunes se sont principalement diversifiées dans les mers froides et tempérées où 

elles forment les grandes forêts sous-marines. Dans les eaux tropicales, elles sont moins 

diversifies, mais représentent les plus grands thalles et forment les populations les plus denses.     

Les cellules reproductrices sont généralement flagellées (zoïdes) à 2 flagelles inégaux, 

l’antérieure pourvus de barbules, plus rarement elles sont immobiles (aplanospores).           

L’étude des Phéophycées est particulièrement intéressante par ce qu’elle montre une variation 

continue et parallèle dans trois caractères : l’organisation du thalle, le type de fécondation et 

l’équilibre des phases du cycle (Paul, 2006). 

5.3. Les algues rouges (Rhodophycées) 

   Les Rhodophytes sont des organismes pluricellulaires, macroscopiques, environ 6600 espèces 

d’algues rouges qui ont été décrite (Guiry 2013). Elles produisent un amidon floridéen comme 

réserve énergétique. Ce dernier, est un glucide de plus faible poids moléculaire, analogues au 

glycogène, qui se colore en brun et non en bleu par l’iode (Paul, 2006) 

  Les algues rouges possèdent une originalité particulière avec leurs pigments surnuméraires 

rouges (Phycoérythrines) et bleus (Phycocyanines) qui viennent masquer la chlorophylle a. Ces 

deux phycobiliprotéines qui donnent la coloration de ces algues. 

    De plus, dans la même espèce, la couleur des algues dépend à un degré remarquable de la 

longueur d'onde de la lumière qui atteint l’algue, plus souvent les individus qui se développent 
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en surface montrent des couleurs délavées, où dominent les jaunes orangés en raison de la forte 

concentration en pigments caroténoïdes photoprotectants. Cependant, les quantités de 

chlorophylles restent inchangées pour les algues en surface ou en profondeur ; on parle alors 

d'adaptation chromatique.  

Les algues rouges peuvent se reproduire de façon sexuée et/ou asexuée. Elles font partie de la 

flore inter et subtidale et sont souvent associées et vivent fixées sur des substrats variés. 

La grande majorité des algues rouges vit en milieu tempéré, mais certaines d’entre-elles ont été 

trouvées dans des régions froides et d’autres dans des zones tropicales (Chopin et al. 1999a, 

Hurtado et al. 2013).  

L’étude des algues rouges est difficile, au grand nombre de leurs représentant répond la 

diversité des types d’organisation, des modes de vie et surtout des cycles de reproduction qui 

sont plus compliqués que dans les autres classes.  

6. Intérêt économique des algues 

  Les algues marines ouvrent de nombreuses perspectives pour la recherche et pour de nombreux 

secteurs économiques. Elles sont utilisées en alimentation, la cosmétique, la santé, 

l’environnement et l’industrie. 

6.1. Les algues dans le monde 

   À l'échelle mondiale, les algues constituent un enjeu majeur de développement économique. 

Actuellement, les algues présentent une source nutritionnelle et un produit à valeur montante. 

Elles sont utilisées en en agriculture comme engrais et fourrage, dans l’industrie alimentaire et 

pharmaceutique (Agar, alginates, carraghénanes sont des produits extraits d’algues), dans le 

textile, les biocarburants de seconde et surtout de troisième génération. 

 La production des macro-algues représente 88 % de la production mondiale d'algues. Depuis 

le développement de l'algoculture et de la mariculture pour beaucoup d'espèces d'intérêt 

commercial, elle est devenue largement plus importante que la cueillette : 14,8 millions de 

tonnes produites en 2005 contre 1,3 million de tonnes collectées.  

   La quasi-totalité de ces cultures se fait en Asie. En 2005, les algues brunes sont les macro-

algues les plus cultivées (7,8 millions de tonnes), suivies des algues rouges (4,8 millions de 

tonnes). Les algues vertes ne représentent alors que 13 000 tonnes. L'essentiel de la production 

se fait en Asie. 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Mariculture
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  En 2010, La production liée à la culture augmente régulièrement, alors que la cueillette stagne. 

La production étant de 19 millions de tonnes pour l'algoculture et de 900 000 tonnes pour la 

collecte et 99% de cette production à lieu en Asie, notamment en Chine, en Indonésie, au Japon, 

aux Philippines et en Corée du Sud (FAO, 2012) (Figure 1). 

 

   En 

2010, 

la 

production des algues brunes stagne à 6.7 millions de tonnes, celle des algues rouges atteint 9 

millions de tonnes. La culture des algues vertes reste limitée à 22 000 tonnes. Les algues bleues 

apparaissent depuis 2003 pour une production proche de 100 000 tonnes. Les autres végétaux 

aquatiques représentent plus de 3 millions de tonnes (humides) (FAO, 2012) (Figure 2). 

Figure 1 : Production annuelle d’algues par culture et par récolte (données 

Ifremer 2012). 
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Figure 2 : Production aquacole par groupe d'algues (données Ifremer 2012). 

 

 

 Au niveau international, en 2012, les algues (essentiellement des macroalgues) représentaient 

environ 30 % du tonnage et presque 4,5 % du chiffre d’affaires généré par l’aquaculture. 

 En 2012, le tonnage de l’aquaculture est estimé à 90,4 millions et le chiffre d’affaires à 144,4 

milliards de dollars. Durant cette même année, la production d’algues est alors estimée à 23,8 

millions de tonnes et à 6,4 milliards de dollars. 

   En 2013, les pays asiatiques et notamment la Chine, l’Indonésie et les Philippines 

participaient à hauteur de 90 % de cette production (la Chine produit à elle toute seule 13,5 

millions de tonnes d’algues) (Figure 3) (Bourgougnon & Stiger-Pouvreau, 2011, FAO 2014). 

Par rapport aux chiffres de 2004, la production mondiale d’algues a alors plus que doublé en 8 

ans.  
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Figure 3 : Principaux pays producteurs d’algues dans le monde en 2013 (FAO, 2014). 

 

 

En 2018, la production de macroalgues à l’échelle mondiale a triplé, passant de 10,6 Mt en 2000 

à 32,4 Mt en 2018 à des fins alimentaires et de production de molécules d’intérêt, comme les 

carraghénates (Goulletquer and Lacroix, 2022). 

 

6.2. Les algues au Maroc 

  Le Maroc, avec sa double façade Atlantique et Méditerranéenne, qui s'étale sur plus de 3500 

Km, est un pays possédant une biomasse algale non exploitable et très importante par rapport à 

d’autres pays, notamment du Maghreb. Cependant, le secteur des algues marines au Maroc est 

très peu développé, il repose en grande majorité sur l'exportation de la matière brute. Les 

travaux portant sur l'inventaire des ressources algales sont très peu développés (MPM, 2015). 

  Au Maroc, la particularité des courants marins, les conditions hydro climatiques particulières 

et la salinité favorisent le développement d’une biomasse algal importante. De point de vue 

économique, les côtes marocaines présentent actuellement une richesse importante en biomasse 

d’algues avec un intérêt économique et écologique (Riadi and Kazzaz, 1998).  

 L’abondance de cette ressource a permis d’installer dès les années 50 une industrie de 

valorisation des algues. En effet, ce secteur emploie plus de 500 personnes à plein temps, fournit 

un travail saisonnier à 9000 personnes et réalise un chiffre d’affaires de près de 170 millions de 

MAD (Rapport National du Ministère de l’agriculture et de la pêche maritime, 2012) . 
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  Les algues marocaines récoltées sont destinés pour l’exploitation vue le prix élevé auquel les 

acheteurs étrangers les procurent 15 MAD/Kg, alors que les industries de transformation locales 

proposent 8 MAD pour un kilogramme.  

  Au Maroc, les algues rouges sont les plus exploitées à des fins industrielles. La principale 

espèce d’algue marine exploitée est le Gelidium sesquipedale. Elle représente seule 90% de la 

collecte au Maroc. El Jadida concentrant 80% de la production nationale de cette dernière 

ressource (Faraj, 1987).  

  En 2013, ces produits sont soumis au régime de licence d’exportation.  Les quantités en jeu 

sont de 1.218 tonnes pour le Gelidium et le Colagar, 300 tonnes pour le Gigartina, 50 tonnes 

pour les laminaires et 805 tonnes pour l’Agar Agar. L’espèce Gelidium sesquipedale est connu 

comme l’une des meilleures sources en matières premières pour l’extraction de l’agar – agar. 

En outre, il existe d’autres espèces telles que : Gigartina qui représente 5 %, Pterocladia 0,5% 

et Gracilaria qui représente 0,5 % également pour l’extraction de l’agar – agar (Rapport 

National du Ministère de l’agriculture et de la pêche maritime, 2012). 

  Les observations de l’INRH sont très alarmantes. En effet les indicateurs font état d’une baisse 

considérable du stock en biomasse sur le littoral d’El Jadida, principal gisement productif. La 

densité quant à elle tend à diminuer actuellement de façon alarmante (Elmtili and Essa, 2016).  

En 2020, la production du Maroc provient principalement de la récolte sauvage d’algues 

rouges et brunes. À titre de rappel, la production nationale des algues au Maroc est passée de 

19,071 tonnes à 22.219 tonnes en 2020. En valeur, la culture des algues a généré 83,385 millions 

de dirhams en 2020 contre 66,131 MDH en 2015 (Source Ministère des Pêches maritimes). 

 

7. Les métabolites des algues  

7.1. Les métabolites primaires 

7.1.1 Protéines, acides aminés, composés azotés  

 Les protéines sont des molécules essentielles à toutes formes de vie. Elles jouent de nombreux 

rôles dont ceux de transporter des ions, d’adhérer aux cellules, d’assister des réactions 

biochimiques cellulaires ou encore de détoxifier les cellules. De plus, face à des pathogènes ou 

en cas de blessure, les protéines des parois peuvent être impliquées dans la protection de l’algue 

(Garon-Lardiere, 2004). 
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  Des études récentes ont montré le rôle fondamental des protéines dans la nutrition, la 

physiologie et l’écologie des algues (Angell et al., 2016).  

  Des chercheurs ont étudié la composition en acides aminés pour certaines algues. Parmi les 

trois principaux groupes de macro algues, ce sont les algues rouges qui possèdent le plus de 

protéines, à hauteur de 10 à 50 % de leur poids sec, alors que la teneur en protéine est 

généralement petite chez les algues brunes (5-24% matière sèche) (Fleurence, 1999; 

Matanjun et al., 2009).  

 Chez certaines algues comme, Palmaria palmata et Porphyra tenera (sushi), les protéines 

peuvent représenter respectivement jusqu’à 35 % et 47 % de la matière sèche de l’algue. Ces 

teneurs peuvent être comparables de point de vue quantitatif, à celles des légumineuses comme 

le soja (Burtin, 2003). Généralement, la fraction protéique la plus élevée est enregistrée chez 

les algues vertes et rouges (10-47% de matière sèche),  

  Les profils des acides aminés varient en fonction de l’espèce, mais la plupart des algues 

contiennent tous les acides aminés essentiels (Mišurcová, 2011). Pour la plupart des algues, 

l’acide glutamique et l’acide aspartique sont deux acides aminés présentent en grande quantité. 

Avec l’alanine, ces trois acides aminés sont les principaux constituants qui donnent la flaveur 

aux algues. Les algues rouges possèdent quelques acides aminés essentiels tels que la valine, la 

leucine, la méthionine, l’isoleucine et la thréonine. Leurs teneurs sont proches de celles 

retrouvées dans le blanc d’œuf et chez le soja (Fleurence, 1999) . 

    Depuis quelques années, la richesse des algues en protéines suscite l’intérêt de la recherche 

appliquée. En effet, de nombreuses activités pour divers domaines d’applications ont été 

démontrées. Ces dernières peuvent s’étendre de la nutrition, de la santé humaine et animale 

(Fleurence, 1999) des fertilisants (Salehi et al., 2019), jusqu’aux cosmétiques (Ariede et al., 

2017 ; Thomas and Kim, 2013). En effet, les séquences en acides aminés ont été caractérisées 

chez de nombreux peptides, dont l’activité antioxydante, anticoagulante, anticancéreuse ou 

encore immunostimulante ont été démontré (Samarakoon and Jeon, 2012). 

   En outre, les algues possèdent des composés azotés autres que les protéines, peptides et 

acides aminés. L’azote non protéique est présent dans les pigments, dans les nitrates, nitrites et 

dans les ions ammonium, sans oublier dans chaque cellule sous forme d’acides nucléiques 

(Mišurcová, 2011). 

   Il existe trois types de phycobiliprotéines : l'allophycocyanine, la phycocyanine et la 

phycoérythrine (Tierney et al., 2010). Les phycobiliprotéines ont montré en plus des propriétés 
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antioxydantes qui sont bénéfiques pour la prévention et le traitement des maladies 

neurodégénératives, le cancer et les ulcères gastriques, des propriétés anti-inflammatoires et 

antivirales (Holdt and Kraan, 2011). La lectine est une autre protéine active qui peut être 

extraite à partir des macroalgues, elle intervient dans les communications intracellulaires (par 

exemple lors de réponses immunitaires, d'infections). Des études ont démontré que les lectines 

possèdent des activités antibactériennes, antivirales ou anti-inflammatoires (Mansur et al., 

2020). 

7.1.2. Les pigments 

   Les pigments sont des molécules photosynthétiques, leur rôle physiologique est primordial 

chez les algues, ils sont capables de capter l'énergie lumineuse nécessaire à la photosynthèse.  

    Les algues marines sont des sources potentielles de pigments naturels. En fonction de leur 

teneur en pigments, les algues marines peuvent être classées en algues brunes (Phéophycée), 

rouges (Rhodophycée) et vertes (Chlorophycée) (Khan et al., 2010). La couleur des algues est 

due à la présence ou absence de pigments (Hamed et al., 2015) 

Les pigments ne fonctionnent pas seulement comme des colorants, mais leurs présences 

contribuent également à l'activité antioxydante des algues marines. Il a été démontré que les 

pigments naturels des algues marines ont une activité antioxydante potentielle, dont diverses 

classes de pigments comme la fucoxanthine, la phycoérythrobiline, la chlorophylle a et leurs 

dérivés, se sont révélées être de puissants antioxydants (Pereira, 2018). 

Chez les algues, la couleur verte est due aux pigments chlorophylliens représentés par quatre 

types de chlorophylles qui diffèrent par de légères modifications structurales (Sirbu. 2006) 

Cependant, la présence de chlorophylle est nécessaire à la photosynthèse chez toutes les algues 

photosynthétiques. Leur différence réside notamment dans leur structure et par conséquent dans 

les longueurs d’ondes absorbées. Les algues rouges possèdent principalement des chlorophylles 

(a et d), des caroténoïdes et des phycobiliprotéines (Salehi et al., 2019).  

7.1.3. Lipides et dérivés 

   Chez les algues, la teneur en lipides est très faible et varie de 1-5% de la matière sèche 

(Person, 2011). Les algues sont riches en acides gras essentiels, particulièrement l’acide oméga 

3 et oméga 6 qui présentent des niveaux significativement plus élevés et qui agissent comme 

des antioxydants puissants (Holdt and Kraan, 2011). 
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Les algues représentent une source précieuse d'un large éventail de lipides complexes avec 

différentes applications potentielles (Silva et al., 2013). Les composés lipidiques issus des 

algues sont connus par leurs rôles dans la prévention des maladies cardiovasculaires et 

l’arthrose (Khotimchenko, 2003 ; Mendis et Kim, 2011). 

les lipides des algues marines sont caractérisés principalement par des acides gras saturés et 

monoinsaturés, mais de nombreuses algues présentent le potentiel d'accumuler des acides gras 

polyinsaturés (AGPI) à longue chaîne (Khozin-Goldberg et al., 2000 ; Khozin-Goldberg et 

Boussiba, 2011). 

7.1.4. Minéraux 

   Les minéraux sont des composés inorganiques fondamentaux pour la survie des organismes 

vivants comme les algues. En effet, ces dernières nécessitent de l’eau, de la lumière et de la 

matière minérale sous forme ionique pour leurs fonctions physiologiques.  

   Les algues possèdent une composition minérale élevée qui varie selon le phylum et divers 

autres facteurs (variation saisonnière, environnementale, géographique et physiologique), La 

fraction minerale varie entre 8 et 40% de la matière sèche (MacArtain et al., 2007).  

   La teneur en matières minérales totales chez les trois espèces d’algues (algues brunes, vertes)  

est à peu près équivalente. Cependant, les algues brunes et rouges ont un contenu très élevé en 

matières minérales (15-36% d'algues séchées) par rapport aux algues vertes qui possèdent un 

contenu un peu inferieur en matières minérales (Person, 2011). 

 La matière minérale peut être classée en deux catégories : les macroéléments et les micro- ou 

oligo-éléments. Chez les algues, les macroéléments sont nécessaires en quantité importante, par 

contre les oligoéléments leur présence en petite quantité est aussi essentielle à la croissance et 

au fonctionnement des algues. 

    Les macroalgues ont une grande diversité en macroéléments tels que le sodium, le 

magnésium, le potassium, le calcium, le phosphore, le chlore, le soufre, mais également une 

grande variété d'oligoéléments. Parmis lesquels : de l’iode, du cuivre, du molybdène, du fluor 

du zinc, du fer, , du manganèse, du sélénium, du cuivre, du molybdène, du cobalt ainsi que bien 

d'autres oligo-éléments (MacArtain et al., 2007).  
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   Les minéraux participent en tant que catalyseurs pour certaines étapes de la photosynthèse. 

Cependant, les atomes qui les composent peuvent s’incorporer dans des composés organiques 

vitaux (Lobban and Harrison, 1994).  

 

 7.1.5. Les vitamines 

Les vitamines sont des macronutriments organiques endogènes qui interviennent dans 

de nombreuses réactions métaboliques chez l’algue, au bien chez l’homme. 

Ils peuvent être de nature hydrosoluble ou liposoluble. Chez les algues, les vitamines 

hydrosolubles sont les vitamines C, B1, B2 et B12. 

 Les travaux concernant les teneurs en vitamines de différentes algues marines sont peu 

nombreux. Schiewer (1970) a mené une étude sur les proportions vitaminiques de plusieurs 

algues de la mer baltique, il a démontré des différences non significatives entre les trois groupes 

d’algues (brunes, vertes et rouges).  

Cependant, des variations en vitamines chez une même espèce sont très élevées pour trois 

raisons : 

 L’état de développement annuel, 

 L’influence du lieu de prélèvement 

 Variations annuelles saisonnières, maxima estival, minima hivernal. 

Selon Marfaig (2004), la composition vitaminique des algues est très intéressante, malgré de 

grandes variations saisonnières. Les principales vitamines sont : 

-Vitamine B12: Les algues contiennent une proportion non négligeable en vitamine 

B12, contrairement aux plantes terrestres qui en sont complètement dépourvues (Watanabe et 

al., 1999). Les travaux les plus récents semblent indiquer que la vitamine B12 des algues est 

bien bio disponible. 

   L’intérêt principal des macroalgues réside dans la présence de vitamine B12 dont les teneurs 

sont assez importantes, contrairement aux plantes terrestres qui en sont totalement dépourvues. 

Certaines algues renferment autant de vitamines B12 que le foie. 

-Vitamine C: La vitamine C est présente en quantités importantes dans certaines algues vertes 

et brunes, leur contenu en vitamuine C varie entre (500 et 3000mg/Kg sec) alors que les algues 

rouges ont des teneurs en vitamine C de l’ordre de (100 à 800 mg/Kg sec). 
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-Vitamine E: Les algues brunes sont plus riches en vitamine E que les algues vertes 

et rouges. Chez les algues brunes, les teneurs les plus élevées sont trouvés chez les Fucales 

(fucus Ascophyllum et Fucus spiralis) qui contiennent entre (200 et 600 mg de tocopherols/Kg  

MS) 

 Une consommation de 100 g d’algues apporte plus que les besoins requis pour l’homme en 

vitamines A, B2, B12 et apportent les deux tiers des besoins en vitamine C (Hamed et al., 

2015).  

  Les algues sont utilisées en nutraceutique pour des troubles digestifs ou dans des régimes 

alimentaires spécifiques notamment pour les végétariens en raison de leur apport en vitamine. 

   En plus de leur importance physiologique, les vitamines d’algues A, C et E ont montré une 

activité antioxydante intéressante.  

     Les recherches sur l’usage des vitamines d’algues en tant que molécules bioactives montrent 

de possibles perspectives pour le développement de nutraceutiques pour les industries 

alimentaires (Matanjun et al., 2009). 

7.1.6. Régulateurs de croissance végétale – Phytohormones 

   Les algues sont aussi une source riche en substances stimulatrices ou hormones de croissance 

végétale (cytokinines, auxines, gibbérellines, acide abscissique, éthylène, bétaine et 

polyamines) (Rengasamy et al., 2014; Stirk & Van Staden, 2014; Moujahid & Najim, 

2004)qui sont détectées chez les algues vertes, brunes et rouges, aussi bien que dans des extraits 

algaux préparés de différentes espèces de Kelp.  

Les algues sont aussi riches en phytostérols (qui appartiennent aux stéroïdes) qui peuvent avoir 

des activités biologiques particulières (Hamed et al., 2015). 

7.1.7. Glucides 

Les hydrates de carbone ou glucides sont des molécules primordiales dans la structure 

et dans le fonctionnement de tout organisme vivant. Chez les algues, les glucides sont issus de 

la photosynthèse. Ces carbohydrates peuvent être répartis en trois familles : les carbohydrates 

de réserve, les carbohydrates de faible poids moléculaire et les polysaccharides pariétaux ( 

Andrade et al., 2013; Paul, 2014). 
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Les algues sont riches en polysaccharides en particuliers les phycocolloïdes (18 à 45% de 

la masse sèche chez les algues brunes). Les polysaccharides les plus répandus chez les algues 

sont les alginates,les agars, les carraghénanes, les ulvanes et les fucoidanes, qui sont largement 

utilisées dans l'industrie alimentaire, pharmaceutique et d'autres branches de l'industrie.  

Les parois cellulaires des algues marines sont riches en polysaccharides sulfatés (SP) tels que 

les fucoïdanes dans les algues brunes, les carraghénanes dans les algues rouges et les ulvanes 

dans les algues vertes (Wijesekara et al., 2011). 

Cependant, les polysaccharides  présentent de nombreuses activités biologiques bénéfiques 

telles que les activités anticoagulantes, antivirales, antioxydantes, anticancéreuses et 

immunomodulatrices ( Raposo et al., 2015; Brito et al., 2016; Zhang et al., 2010). 

Aujourd’hui, ils  sont devenus une source importante de composés naturels bioactifs ( Raposo 

et al., 2015; Ngo and Kim, 2013; Wijesekara et al., 2011). 

 

7.2. Les métabolites secondaires  

    Les métabolites secondaires sont des composés qui sont synthétisés par les algues dans 

des conditions de stress pour se protéger contre les agressions biotiques et abiotiques de leur 

environnement. Ainsi, ces métabolites secondaires vont servir aussi en tant que vecteurs de 

communications chimiques, appelés économes.  

  Généralement, les algues en milieu aquatiques sont capables de produire une large gamme de 

métabolites secondaires avec une large activité biologique 

7.2.1. Polyphénols 

   Les composés phénoliques ou les polyphénols sont des produits du métabolisme secondaire 

des plantes (Vermerris and Nicholson, 2006), ils constituent l'un des groupes les plus répondus 

dans le règne végétal, avec plus de 8000 structures phénoliques connues (Tsao, 2010). Ils 

résultent de deux voies synthétiques principales: la voie shikimate et acétate (Bravo, 1998).  

  L’élément structural fondamental qui caractérise les composés phénoliques est la présence 

d’un cycle aromatique portant au moins un groupement hydroxyle. Le groupe hydroxyle 

phénolique, cependant, est influencé par la présence du noyau aromatique. À cause de ce noyau 

aromatique, l'hydrogène de l’hydroxyle phénolique est labile, ce qui les rend des acides 

phénoliques faibles. Ainsi, le phénol est la structure de base de tout le groupe.  
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Les phénols se trouvent comme des esters liés aux acides organiques ou de glycoside lié aux 

sucres (Vermerris and Nicholson, 2006).  

   Les polyphénols peuvent être divisés en plusieurs classes différentes selon leur structure 

chimique de base (Bravo, 1998). Ils peuvent s'étendre de molécules simples, comme les acides 

phénoliques, jusqu’aux composés hautement polymérisés, comme les tanins. On classe : les 

acides phénoliques, les flavonoïdes, les tannins hydrolysables et condensés, les phlorotannins, 

les stilbènes, les lignanes, les saponines et les phytostanols (Figure 4).  

 Ces substances chimiques sont connues par avoir plusieurs activités biologiques, y compris des 

propriétés antioxydantes meilleures que celles de la vitamine E (Rice-evans et al., 1995). des 

études antérieurs ont montré que des extraits d’algues brunes, rouges et vertes, en particulier 

leurs polyphénols ont une activité antioxydante très intéressante (Balboa et al., 2013; Cornish 

and Garbary, 2010; Kang et al., 2014; Lee et al., 2010). 

  Les composés phénoliques sont particulièrement réputés pour leurs vertus sur la santé.  Ils 

présentent plusieurs actions bénéfiques telles que des activités antiprolifératives, anti-

inflammatoires et antimicrobiennes (El Wahidi et al., 2015; Moubayed et al., 2017; 

Oumaskour et al., 2013; Raman et al., 2014 ;Murugan and Iyer, 2014; Paul and Kundu, 

2013) .  

    En outre, les polyphénols peuvent protéger les neurones contre le stress oxydatif, stimuler la 

vasodilatation et améliorer la sécrétion d'insuline (Kang et al., 2012; Pangestuti and Kim, 

2011; Sánchez-Muniz et al., 2013 ; Kang et al., 2011).  
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Figure 4: les différentes classes de composés phénoliques (Rezzag, 2010). 
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7.2.2. Flavonoïdes 

   Les flavonoïdes se sont des composés naturels qui possèdent le même élément structural de 

base : le noyau flavane (Figure 5). 

  De nos jours, plus de 4000 flavonoïdes ont été identifiés (Middleton and Kandaswami, 

1993). De nombreux travaux semblent indiquer que les flavonoïdes possèdent des propriétés 

anti tumorale, antioxydants, antivirale, neuroprotective, antiallergique, anti-inflammatoire et 

antimicrobienne (Ben Mansour et al., 2017; Demirkiran et al., 2013; Maheswari et al., 

2016; Rauf et al., 2016; Xiao et al., 2011). Egalement, les flavonoïdes jouent un rôle dans la 

prévention des maladies cardiovasculaires (Maheswari et al., 2016). 

 

Figure 5 : la structure de noyau flavane 

 

   Des travaux ont mis en évidence l’effet des flavonoïdes sur l’inhibition des enzymes 

responsables de la production des radicaux libres comme la cyclooxygenase et la lipooxygènase 

et la xanthine oxydase  (López-Posadas et al., 2010 ;Lin et al., 2002)  

   Les flavonoïdes peuvent également interférer comme des piégeurs efficaces des radicaux 

hydroxyles et peroxydes impliqués dans la peroxydation lipidique (en particulier la quercétine), 

ce qui est composé phénoliques important dans la protection des membranes cellulaires contre 

le stress oxydatif et qui complète les systèmes enzymatiques de défense cellulaire (Milane, 

2004). 

7.2.3.Tannins  

   Bate-Smith et Swain (1962) définissaient les tanins végétaux comme des composés 

phénoliques hydrosolubles ayant un poids moléculaire compris entre (500 et 3000 

Da), et qui ont à côté des réactions classiques des phénols, la propriété de précipiter les 
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alcaloïdes, la gélatine, et d’autres protéines». Même si cette définition reste valable, elle a été 

complétée grâce aux méthodes récentes d’analyse qui ont permis d’éclaircir la structure de ces 

polyphénols. Ainsi, les tannins sont désormais définis comme des polyphénols de masse 

moléculaire allant jusqu'à 20000 Da (Hagerman, 2002).  

   Les tannins sont des composés phénoliques naturels solubles dans l’eau, qui à l’origine sont 

connus par leur la capacité de précipiter les alcaloïdes, la gélatine et autres protéines. 

  Les tannins ont une capacité antioxydants importante due à leur noyau phénol. Cependant, 

l’efficacité des tannins hydrolysables et condensés sont 15 à 30 fois plus importantes que les 

phénols simples. Ils contiennent de nombreux groupements hydroxyles (sur les noyaux 

phénoliques), ce qui leur permet de former des complexes insolubles avec les hydrates de 

carbone, des ions métalliques et des protéines. Cette réaction avec les protéines est à l’origine 

de nombreux effets biologiques, les enzymes complexés de cette façon montrent une réduction 

marquée de leurs activités (Peronny, 2005).  

 Les tannins possèdent des propriétés biologiques intéressantes. Par voie externe, ils sont 

capables de former des complexes avec les protéines, et ils imperméabilisent les couches 

superficielles de la peau, et limitent la perte en fluides. Ainsi, ils ont un effet antiseptique, en 

font des molécules intéressantes pour la régénération des tissus en cas de blessures 

superficielles ou de brûlures (Bruneton, 1999). 

Les tanins peuvent, selon leurs caractéristiques structurales, être divisés en trois classes : 

7.2.3.1.Tannins hydrolysables  

   Les tannins hydrolysables sont définits comme des oligo ou polyesters d’un sucre, en général 

le glucose, et de molécules d’acide-phénol (Bruneton, 1999). Ils sont classés selon la nature de 

l’acide-phénol : l’acide gallique pour le groupe des gallotannins ou l’acide éllagique pour le 

groupe des éllagitannins (Hagerman, 2002).  

  Le terme tannins hydrolysables indique leur sensibilité à l’hydrolyse acide. Leur hydrolyse par 

action des acides, des bases ou certains enzymes libère le glucose ainsi que les acides galliques 

ou phénoliques liés (Ghestem et al., 2001). 

   

https://fr.wikipedia.org/wiki/Complexe_(chimie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Prot%C3%A9ine
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 7.2.3.2. Tannins condensés 

   Les tannins condensés sont connus sous le nom de proanthocyanidines (Porter, 1989). Ce 

sont des polymères de flavan-3-oles (catéchine) et de flavan-3,4-dioles (leucoanthocyanidines), 

ou un mélange des deux.  

   Ils ont une structure plus complexe, composés de chaînes  de polymères comptent de 2 à 20 

unités environ, et il existe de nombreux hydroxylations possibles en différents endroits de 

chaque monomère. Cette diversité structurale explique la variation de leurs activités 

biologiques (Peronny, 2005).  

7.2.3.3. Phlorotannins 

   Chez les algues brunes, le seul groupe de tannins présent est représenté par les phlorotannins 

où ils peuvent constituer jusqu’à 15% du poids sec des algues brunes (Rengasamy R R 

Kannan et al., 2013; Sathya et al., 2017; N. Y. Yoon et al., 2009; Yoon et al., 2008). Ils sont 

constitués de polymères de phloroglucinol (1,3,5- trihydroxybenzene). Parmis les phlorotannins 

des macroalgues qui contiennent la sous-unité de phloroglucinol: eckol, dieckol, triphlorethol 

A, phlorofucofuroeckol et eckstolonol (Tierney et al., 2013a) (Figure 6) . 

 

Figure 6 : Exemples de structures du phlorotannins qui contiennent du polymères de sous-

unités de phloroglucinol, d'eckol (4), de dieckol (5), de triphlorethol A (6), de 

phlorofucofuroeckol (7) et d'eckstolonol (8). 
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   Du fait de leur rôle d’antioxydants naturels, ces composés suscitent beaucoup d’intérêts pour 

la prévention et le traitement du cancer, des maladies inflammatoires, cardiovasculaires et 

neurodégénératives (Li et al., 2011). 

Kim et al., (2009) ont été démontrés que les phlorotanins présents dans les algues brunes sont 

capables de réduire la formation des radicaux libres oxydants. 

   En outre, les propriétés de piégeage de divers phlorotanins contre le peroxynitrite (Jung et 

al., 2006) et les espèces réactives de l'oxygène (ROS)(Kim et al., 2009; Shibata et al., 2009) 

ont été récemment étudiées avec des bioactivités prometteuses observées. 

Shibata et al., (2009) ont examiné le pouvoir antioxydant d'un complexe de phlorotanins bruts 

et de protéines de soja afin d'évaluer l'application potentielle des phlorotanins comme 

ingrédients alimentaires fonctionnels.  

7.2.4. Mycosporine-like amino-acides (MAA) Acides aminés de type mycosporine (MAA) 

   Les algues ont également développé différentes stratégies de protection contre les rayons 

ultraviolets (UV). Elles synthétisent des composés qui agissent comme un écran solaire 

(mycosporine-like amino-acides). Ces composés sont de petits taille (<400 Da), hydrosolubles, 

et consistent en un anneau de cyclohexenone ou cyclohexenimine, conjugué à une grande 

variété de substitues azotés d’acides aminés, par exemple : la mycosporine-glycine(Nakamura 

et al., 1982).  

Les MAA présentent une activité antioxydante et antiproliférative (Cornish and Garbary, 

2010; Yuan et al., 2005). Le contenu en MAA chez les macroalgues varie entre les classes des 

algues, la profondeur et la latitude. Cependant, les espèces de rhodophycées accumulent plus 

de MAA que les espèces de phéophycées et de chlorophycées (Singh et al., 2008). 

7.2.5. Caroténoïdes  

 Les macroalgues contiennent des caroténoïdes qui sont des pigments liposolubles composés 

d'unités isoprènes. Ils représentent en moyenne 0,1% du poids sec de l’algue mais certaines 

espèces produisent beaucoup plus dans certaines conditions environnementales (Person, 2011). 

  Les caroténoïdes sont divisés en deux classes : les carotènes et les xanthophylles. Les 

principaux caroténoïdes des algues rouges sont le ß-carotène, la lutéine et la zéaxanthine, ainsi 
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que la violaxanthine et néoxanthine chez les algues vertes et principalement de la fucoxanthine 

chez les algues brunes (Lordan et al., 2011).  

    Des études récentes ont démontré les capacités antioxydantes des caroténoïdes extraites à 

partir des algues marines. Les caroténoïdes jouent un rôle important dans la prévention de 

plusieurs maladies dont le stress oxydatif est impliqué, mais également ils possèdent des 

activités antibactériennes, antivirales, antifongiques, anti-inflammatoires et antitumorales 

(Murray et al., 2013). 

  La fucoxanthine, xanthophylles (violax xanthine) et ß-carotènne se sont des caroténoïdes 

couramment distribués chez les algues brunes. La fucoxantine est un puisant antioxydant qui 

peut être utilisé comme un excellent anti-infflammatoires, antiprolifératiive contre les cellules 

cancéreuses,et anti-obésité par son effet angiogéniques (Figure 7)  (Heo et al., 2010 ;Mikami 

and Hosokawa, 2013). 

 

Figure 7 : Structure moléculaire de la fucoxanthine (Mikami & Hosokawa, 2013). 

 

7.2.6.  Terpénoïdes 

   Les diterpènes sont des métabolites secondaires produites par les algues et les plantes 

terrestres, se sont composés halogénés non volatils, avec différentes structures carbonées : 

dolabellanes, hydroazulenoides, xenicanes et sesquiterpenoides (Gupta and Abu-Ghannam, 

2011).  

  Les terpénoïdes sont constitués d’unités isoprénoïdes (C5). Ils sont classés en plusieurs   

catégories : monoterpènes, diterpènes, triterpènes, sesquiterpènes et tetraterpenes 

Les algues brunes produisent des terpénoides et des acétogénines (Harper et al., 2001). 

Également, les algues rouges produisent un nombre impressionnant de composés halogénés. 

Chez les algues vertes, principalement les espèces de Bryopsidales produisent des composés 

sesquiterpenoides et diterpénoides (Blunt et al., 2011).). 

  La grande diversité des structures des terpénoïdes et leurs fonctions ont suscité une grande 

importance commerciale. Ils sont utilisés dans divers produits industriels tel que les agents 
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aromatisants, des insecticides et des agents antimicrobiens. Ils entrent également dans la 

composition des produits pharmaceutiques et cosmétiques.  

   Les algues rouges sont connues par leur production d’une variété des terpénoïdes chloré et 

bromé. Ces terpénoïdes halogénés ont montré une activité antifongique forte contre Pénicillium 

oxalicum, une activité antibactérienne contre Micrococcus luteus et une activité antitumorale 

(Tringali, 1997). 

8. Applications des algues marines  

 Les algues marines ouvrent de nombreuses perspectives pour la recherche et pour de nombreux 

secteurs économiques. Elles sont utilisées en alimentation, la cosmétique, la santé, les 

biocarburants de seconde et surtout de troisième génération, l’environnement et l’industrie : 

   Les derniers chiffres 2014 de l’Organisation des Nations unies pour l’alimentation et 

l’agriculture (FAO) montrent que l’algoculture englobe plus de 95% des algues produites, dont 

la majorité se situe en Asie (Figure 8). 

   L’utilisation des macroalgues est variée, et la demande en constante évolution 

Agroalimentaire en tant que texturants, légumes pour l’alimentation humaine, chimie, 

cosmétique, traitement des eaux, engrais ou aliments pour bétail. Dans le monde, 58% de la 

production sert de texturants. Pour la production de biocarburants, toute une chaîne 

technologique est à mettre en place. Les coûts de production restent trop élevés. 

 

Figure 8: l'usage des algues (FAO, 2014) 
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8.1. L’utilisation dans l’alimentation humaine  

Les algues ont été d’abord utilisées depuis très longtemps par l’Homme pour son 

alimentation dans les pays occidentaux et en Extrême-Orient. 

   Des espèces d’algues sont utilisées dans le secteur de l’alimentation humaine comme le cas 

des algues microscopiques : Spiruline, Diatomée et Chlorelleen raison de ses valeurs 

nutritionnelles très élevées en acide aminées et protéines (Person, 2011).  

   D’autres algues sont utilisées comme source de produits nutraceutiques, comme des 

ingrédients actifs présents à l'état naturel dans un aliment qui procurent un effet bénéfique pour 

la santé. C'est le cas par exemple des acides aminés, des acides gras polyinsaturés comme le 

DHA (acide docosahexaénoïque ou l'oméga-3) (Domínguez, 2013). 

   Les phycocolloïdes des algues rouges sont utilisés aussi bien dans le domaine agroalimentaire 

que dans le domaine médical et industriel. Ces polysaccharides possèdent des propriétés 

(gélifiants, épaississants, stabilisants) utilisées dans divers produits, comme les crèmes, les 

flans, 

les soupes et les charcuteries (Person, 2011). 

8.2. L’utilisation dans l’alimentation animale  

 Traditionnellement, dans de nombreuses régions côtières notamment en Europe du 

Nord, les animaux de fermes ont été habitués à se nourrir des algues. Actuellement, plusieurs 

compagnies produisent des aliments pour bétail incluant des farines d’algues, le plus souvent 

brunes comme le Fucus, l‘Ascophyllum et la Laminaria, ce qui permet un apport d’oligo 

éléments entrainant une meilleure production laitière et une laine ovine de bonne qualité 

(Chopin et Whalen, 1993; ) 

8.3. L’utilisation des algues dans la Santé et bien-être 

 Les algues marines sont largement impliquées dans le domaine de la santé et de bien-être. 

Selon les espèces considérées, les algues contiennent des immunostimulants, des agents 

antiviraux et antibactériens, des agents anticancéreux ou antiproliférateurs, des agents 

anticoagulants et anti-inflammatoires (Bitencourt et al., 2015; Gómez-Ordóñez et al., 2014; 

Sithranga Boopathy and Kathiresan, 2013), ainsi que des antioxydants puissants et des 

agents antinociceptifs (Rauf et al., 2016; Foo et al., 2017). 
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Les algues possèdent des vertus intéressantes pour les soins de la peau. Elles sont douées d’une 

acticité revitalisantes et amincissantes. Les effets hydratants et stimulants des extraits d’algues 

ont été démontrées par des étude cliniques (Le Lann et al., 2016; Wang et al., 2015).  

8.4. L’utilisation des algues dans l’environnement 

Les macroalgues jouent un intérêt écologique considérable dans l'épuration des eaux usées, les 

algues ont un rôle important dans de nombreux domaines comme le captage du carbone, ou la 

dépollution. Les polysaccharides sulfatés (Ulvanes) extraits à partir des Ulves, présentent des 

potentialités d'applications dans la dépollution de l'air (Robic, 2008). 

8.5. L’utilisation des algues dans l’énergie 

Les végétaux possèdent la capacité de produire des carburants aux propriétés analogues à celles 

du pétrole ou de l'éthanol. Dans un premier temps, la recherche des alternatives au pétrole s'est 

orientée vers la production de biocarburants (hydrogène, bioéthanol, biodiesel et biométhane) 

à partir des espèces consommées par l'homme comme le colza, le tournesol ou le maïs.  

Dans un second temps, un intérêt particulier a été consacré aux micro et macroalgues pour la 

production de biocarburants (Hankamer et al., 2007).  

Actuellement, une industrie de production de biocarburants de seconde et surtout de troisième 

génération se développe à partir de la lignocellulose (Didderan et al., 2008). Cet intérêt est 

basé sur la capacité remarquable des algues à produire une biomasse plus importante que les 

plantes de l'agriculture conventionnelle. 
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Chapitre 2 : Stress oxydatif et les antioxydants  

I. Généralités sur le stress oxydant et ses marqueurs  

1. Introduction  

 L’oxygène, apparu voici trois milliards d’années dans l’atmosphère terrestre est un gaz 

indispensable à la vie. Au niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale l’oxygène est 

transformé en molécules d’eau.  Au cours de cette réaction 38 molécules d’adénosine 

triphosphate (ATP) à haut potentiel énergétique (contre 2 seulement dans un processus 

anaérobie) sont produites. 

Cette réaction de réduction implique quatre électrons et est rendue possible grâce à un système 

complexe de protéines et d’enzymes (cytochromes) localisées au niveau de la membrane interne 

de la mitochondrie. Cette réaction apporte à la cellule toute l’énergie nécessaire sous forme 

d’adénosine triphosphate (ATP) pour assurer ses fonctions vitales. Ce processus mitochondrial 

n’est toutefois pas parfait, car 2 à 3 % de l’oxygène sont transformés en espèces réactives 

oxygénées (ERO). 

   Dans les circonstances quotidiennes normales, ces ERO sont produites en faible quantité 

comme des médiateurs tissulaires ou des résidus des réactions énergétiques ou de défense et 

cela, sous le contrôle de systèmes de défense adaptatifs par rapport au niveau de radicaux 

présents (Favier, 2003).  

Dans ces conditions, on dit que la balance pro-oxydants/anti-oxydants est en équilibre. Cette 

dernière peut être rompue pour diverses raisons en faveur du système pro-oxydant et est alors 

à l’origine d’un stress oxydant. 

2. Les Radicaux libres  

 Les radicaux libres sont des espèces chimiques atomiques ou moléculaires instables, possédant 

un ou plusieurs (s) électron (s) célibataire (s) sur leur couche périphérique, ce qui leur confère 

un fort degré de réactivité (Halliwell et Gutteridge, 1999). Ils peuvent être dérivés de 

l’oxygène (ERO) ou d’autres atomes comme l’azote (ERN). 

  La présence d’un électron célibataire confère aux radicaux libres une grande réactivité (demi-

vie courte) et ils peuvent être aussi bien des espèces oxydantes que réductrices. L’instabilité 

rend difficile leur mise en évidence au niveau des différents milieux biologiques ; leurs 
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constantes de vitesse réactionnelles variables selon leurs natures, sont très élevées et peuvent 

aller de 105 à 1010 mol-1.L.s-1 (Bonnefont-Rousselot et coll., 2003).  

3. Les principales espèces réactives oxygénées dans la cellule  

 Les espèces réactives sont relativement instables et ont de fait une durée de vie généralement 

très courte : leur demi-vie est de 10-9 à 10-6 sec pour les plus instables, jusqu’à quelques dizaines 

de secondes pour O2°- et H2O2 (Tessier and Marconnet, 1995). 

Il existe des ERO qui dite « primaires », qui jouent un rôle particulier en physiologie, et de 

celles dites "secondaires" qui dérivent des premières par réaction avec des composés 

biochimiques de la cellule (Yoshikawa et al., 2000). 

Les EOR sont capables à produire des réactions en chaîne ; en effet chaque espèce pourra 

générer à son tour une nouvelle espèce (Figure 9). Dans la cellule, ils existent des espèces 

radicalaires et des espèces non radicalaires. 

Figure 9 : Schéma voies biochimiques impliquées dans la production et le métabolisme de 

radicaux libres de l’oxygène (Favier, 2003). 
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3.1. EOR radicalaires 

3.1.1. L’anion superoxyde O2
°- 

    C’est l’une des premières EOR à être formées, par réduction d’une molécule d’O2. Sa demi- 

vie longue, comparée aux autres EOR est contrebalancée par le fait que les membranes 

biologiques lui sont relativement imperméables ; il reste ainsi moyennement dangereux. Il peut 

conduire à la formation du peroxyde d’hydrogène par la réaction suivante : 

 

Cette réaction peut être bénéfique ou délétère pour l’organisme : 

- bénéfique, car le radical superoxyde qui est une espèce moins oxydante se transforme au 

peroxyde d’hydrogène  

- délétère, car le peroxyde d’hydrogène formé peut être à l’origine d’autres EOR, par la réaction 

de Fenton. 

3.1.2. Le radical hydroxyl HO°  

C’est l’EOR la plus destructrice pour la cellule et ses composants. Il possède une grande 

réactivité liée à un potentiel oxydant très élevé. Malgré une durée de vie très courte et 

l’impossibilité pour lui de franchir les membranes, il est à l’origine de la formation des radicaux 

peroxyl (Powers and Jackson 2008). 

Il peut réagir avec la plupart des molécules organiques et inorganiques dans la cellule, y compris 

l'ADN, les protéines, les lipides, les acides aminés, les sucres et les métaux (Gardès-Albert et 

al., 2003).  

3.1.3. L’oxyde nitrique NO- 

C’est un gaz qui ainsi diffuse à travers les membranes. Il est synthétisé par l’oxyde nitrique 

synthase NOS à partir d’O2 et d’un acide aminé, la L-arginine. Mandelker, 2008, mentionne 

qu’il n’est vraiment délétère pour la cellule que lorsqu’il est présent en quantité importante et 

qu’il génère ainsi une autre EOR : le peroxynitrite NO3
-. 

                                                                          SOD 

                                               2 O2°- + 2 H+                        H2O2 + O2 
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3.1.4. Les radicaux peroxyl ROO° 

C’est un radical très réactif avec la plupart des molécules, il est impliqué notamment dans la 

propagation de l’oxydation des acides gras polyinsaturés des membranes cellulaires (Powers 

and Jackson 2008).  

3.2. EOR non radicalaires 

3.2.1. L’oxygène singulet 1O2 

 Il correspond à la forme très réactive de l’oxygène O2, son état excité lui confère un potentiel 

oxydant supérieur à celui de l’oxygène. Cependant, il n’apparaît que dans des cas particuliers 

comme pendant les processus de photosensibilisation où une molécule excitée transfert son 

énergie à l’oxygène et l’active en oxygène singulet.  

À l’état excité qui peut réagir avec différents accepteurs d’électrons pour produire des 

peroxydes. Il a pour cible biologique les membranes, les acides nucléiques et les protéines 

(Halliwell and Gutteridge 2007). 

3.2.2. Le peroxyde d’hydrogène H2O2 

Le peroxyde d’hydrogène est une molécule stable avec tous ses électrons appariés. Il possède 

une demi-vie longue et diffuse rapidement à travers les membranes cellulaires. Il est peu 

dangereux en soi pour la cellule, mais en présence des cations métalliques comme Fe2+ ou Cu+, 

le peroxyde d’hydrogène peut se décomposer en HO- et HO° par la réaction de Fenton : 

                       H2O2 + Fe2+ = Fe3+ + HO° + HO- (Mandelker, 2008)  

Le H2O2 et O2
°- donnent aussi naissance au radical hydroxyle via une réaction dite de Haber et 

Weiss (Gardès-albert et al., 2003). 

 

3.2.3. Le peroxynitrite NO3
-  

Son apparition est extrêmement rapide au cours du processus oxydant, et se produit par une 

réaction entre le monoxyde d’azote et l’anion superoxyde : 

                                                        O2
°- + NO° = NO3

- (Powers and Jackson 2008)  

Le peroxynitrite cause beaucoup de dommages aux composants cellulaires. Ainsi, il peut à son 

tour générer des composés toxiques tels que le dioxyde d’azote. 
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3.2.4. L’acide hypochloreux  

C’est un très fort oxydant qui agit comme agent bactéricide dans les cellules phagocytaires. 

Ainsi, il peut passer facilement à travers les membranes biologiques, et altérer les constituants 

protéiques de la cellule à cause de son fort pouvoir oxydant. Il est formé à partir du peroxyde 

d’hydrogène par la réaction suivante : 

                                         H2O2 + Cl- = HClO + HO- (Powers and Jackson 2008) 

4. Source des espèces réactives de l’oxygène 

  L’organisme est exposé à une grande variété d’ERO et d’ERN, dont peuvent être d’origines 

exogènes ou endogènes et l’on peut identifier plusieurs sources (Finkel and Holbrook, 2000). 

4.1. Sources exogènes 

  Les facteurs exogènes sont capables de générer des radicaux libres dans l’organisme, ils sont 

surtout d’origine physique et chimique tels que : 

   les champs électromagnétiques, les rayonnements X ou gamma, et les rayons ultraviolets du 

soleil (315-400 nm) (Favier, 2006; Valko et al., 2007). Les ERO peuvent se former à partir de 

la radiolyse de l’eau et à partir des réactions photochimiques (Favier, 2006).  

Des divers métaux toxiques issus de l’alimentation tels que le cuivre et le fer, peuvent causer 

au promouvoir la formation des radicaux libres (Finkel and Holbrook, 2000). 

Certains médicaments comme des antibiotiques anticancéreux tels que l’anthracyclines, sont 

également capables de générer des radicaux libres (Valko et al., 2007). 

4.2. Sources endogènes 

Les ERO et ERN, pourtant réactifs et toxiques, sont produits par divers mécanismes 

physiologiques afin de détruire les bactéries et réguler des fonctions cellulaires létales (Favier, 

2003). 
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 Mitochondrie 

La principale source des ERO est la mitochondrie par l'intermédiaire de sa chaîne respiratoire, 

s’accompagne d’une production non réductible des radicaux libres. Elle produirait en effet 90% 

des ERO cellulaires (Housset, 1990). 

 Les électrons dérivés du NADH et du FADH de la chaîne respiratoire mitochondriale peuvent 

directement réagir avec l’oxygène ou d’autres accepteurs d’électrons pour générer les radicaux 

libres, donc la respiration cellulaire sera l’origine de lésions mitochondriales due aux radicaux 

qui limiteraient dans le temps la survie de la cellule (Figure 10) (Cadenas and Davies, 2000).  

 Peroxysomes 

   Les peroxysomes sont une importante source de production de H2O2 cellulaire. Ce dernier 

apparait suite à la présence de nombreuses enzymes qui génèrent le peroxyde pour être utilisé 

Figure 10 : Principales sources cellulaires des radicaux libres (Bonnefond-Rousselot et al., 

2003). RH : acide gras polyinsaturé, ROOH : hydroperoxyde lipidique, SH2 : substrat 

réducteur, S : substrat oxydé, SOD : superoxyde dismutase, GSH-Px : glutathion peroxydase, 

GR : glutathion réductase, GSH : glutathion réduit, GSSG : glutathion oxydé 
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comme substrat par la catalase peroxysomiale afin de réaliser des réactions de peroxydation 

avec d’autres substrats (Schisler and Singh, 1989). 

 Réticulum cytoplasmique  

Le réticulum cytoplasmique renferme des enzymes qui catalysent des réactions pour détoxifier 

les drogues liposolubles et d’autres produits métaboliques toxiques (Schisler and Singh, 1989). 

La plus connue de ces enzymes est le cytochrome P450 qui oxyde les acides gras insaturés et 

les xénobiotiques, produisant ainsi des radicaux libres (Morel et al., 1999). De manière 

générale, toute réaction biochimique faisant intervenir de l’oxygène moléculaire est susceptible 

d’être à l’origine d’une production d’ERO. 

5. Les cibles spécifiques du stress oxydant 

5.1. Effet du stress oxydant sur les protéines 

 Les protéines sont des constituants cellulaires structurels et fonctionnels, essentiels, qui 

peuvent être comme un cible des ROS. Les acides aminés des acides aminés soufrés et acides 

aminés aromatiques, peuvent subir une oxydation qui entraîne des modifications structurales 

des protéines, facilitant de ce fait leur agrégation ou leur digestion par les protéases (Squier, 

2001). 

L’oxydation des acides aminés soufrés entraîne une perte des groupements thiol (Davis et al., 

2001)  . Les protéines oxydées concernent aussi les enzymes antioxydants qui contiennent des 

groupements thiols (SH). Les membranes cellulaires sont également menacées par l’oxydation 

des protéines du fait de la modification du caractère antigénique et des propriétés fonctionnelles 

des protéines membranaires (Jacob et al., 2006). Les protéines oxydées peuvent entrainer une 

perte des propriétés biologiques, ainsi elles deviennent très hydrophobes et très sensibles à 

l’action des protéases et notamment du protéasome (Figure 11). 

 Les marqueurs de l’oxydation des protéines sont les aldéhydes, les composés cétonique et 

carbonyles qui peuvent à la fois endommager l’ADN aussi être considéré comme des marqueurs 

d’oxydation des protéines, mais le marqueur le plus connue dans l’endommagement des 

protéines sont les carbonyles qui sont également très utilisés comme marqueurs des dommages 

liés au stress oxydant (Stadtman, 1993). L’accumulation de protéines oxydées est également 

considérée comme jouant un rôle important dans le vieillissement cellulaire (Dean et al., 1993). 
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Figure 11: Nature de quelques modifications des chaînes latérales, d’acides aminés des 

protéines après attaque radicalaire (Favier, 2003). 
 

5.2. Effet du stress oxydant sur les lipides 

Les acides gras polyinsaturés (RH) comme l’acides linoléique ou arachidonique sont les cibles 

privilégiées des EOA et plus particulièrement des radicaux libres (Pincemail, 1999). 

La chaîne de peroxydation lipidique initiée principalement par HO° affecte l’intégrité de la 

membrane, sa fluidité, sa perméabilité et peut entraîner sa rupture.  

Ainsi, l'attaque des lipides circulants aboutissant à la formation de LDL (lipoprotéines de 

densité légère) oxydées qui sont captées par des macrophages, formeront le dépôt lipidique de 

la plaque d'athérome des maladies cardiovasculaires (Favier, 2003). 

La réaction de la chaîne de peroxydation lipidique implique trois étapes générales : initiation, 

propagation et terminaison (Figure 12) (Halliwell and Gutteridge 1999). 

Initiation : Cette étape se caractérise par une génération des premiers radicaux alkyle (R°) à 

partir des acides gras insaturés (RH)  

L’initiation est favorisé par une élévation de température, peut être produit par des radiations 

ionisantes, des générateurs chimiques, des systèmes enzymatiques ou chimiques produisant des 

espèces activées de l’oxygène, ou de traces métalliques (Favier, 2006; Valko et al., 2007)  
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Propagation : Au cours de cette étape le radicale alkyle précédemment formé réagit avec une 

molécule d’oxygène pour former un radical peroxyle (ROO°). Ce radical est suffisamment 

réactif pour arracher un atome d’hydrogène à autre acide gras et forme des hydroperoxydes 

(Atkin et al., 2005).  

Terminaison : c’est la dernière étape, Les radicaux formés réagissent entre eux pour conduire 

à un produit qui n’est pas un radical libre mettant ainsi fin aux cycles réactionnels. 

Le malonedialdéhyde (MDA) et 4- hydroxy-2-nonenal (4-HNE) sont les principaux produits de 

l’oxydation des  lipides (Valko et al., 2007). Le dosage de MDA est souvent utilisé pour 

déterminer des dommages causés par les ERO lors d’un stress oxydant (Ohkawa et al., 1979). 

La peroxydation lipidique dans les mitochondries entraîne des dysfonctionnements de la 

production d’ATP mais peut également induire l’apoptose (Halliwell and Gutteridge 1999). 

 

Figure 12 : Mécanisme en chaîne de la peroxydation des acides gras polyinsaturés (Favier, 

1997) . 
 

5.3. Effet du stress oxydant sur l’ADN 

Les acides ribo et désoxyribonucléiques (ARN et ADN) constituent des cibles cellulaires 

importantes pour les attaques radicalaires (Halliwell and Gutteridge, 1990). Ces attaques sont 

essentiellement causées par le radical hydroxyl HO°. La plupart des dommages incluent les 

cassures au niveau de la simple et double hélice, ainsi l’addition des bases et des groupes de 
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sucres et des dommages à la réparation du système de l'ADN (Figure 13) (Beckman And Ames, 

1998). 

 

Figure 13 : Lésions de l’ADN 

La thymine et la guanine sont plus susceptibles aux modifications suivies de la cytosine et 

l’adénine. La thymine glycol est le produit d’oxydation majeur, et sa présence dans l’urine sert 

d’indicateur du dommage de l’ADN. Le radical hydroxyle interagit également avec l’adénine 

pour donner comme produit l’hydroxyadenine.  

Le radical OH agit au niveau de la guanine dans la position C-8 et forme la 8-hydroxy-2’ 

déoxyguanosine (8-OHdG), un produit majeur dont la présence dans l’urine sert de bio-

marqueur du dommage oxydatif de l’ADN et qui est capable d’induire des mutations 

spécifiques conduisant au développement du cancer (Pincemail et al., 1999). 

Cependant, il existe d’autre types d’oxydation avec l’ADN et les  ERO comme O2
° et H2O2, qui 

ne cause pas de dégât à concentration physiologique, mais peuvent avoir un effet néfaste comme 

des sources intermédiaire d’ERO (Beckman and Ames, 1998). 

5.4. Oxydation des glucides 

   Les ERO attaquent  les glucides et notamment le glucose  qui  peut s'oxyder en présence des 

ions métalliques conduisant à la libération des acétaldéhydes, H2O2 et OH° qui peuvent entrainer 
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la coupure des protéines ou leur glycation par attachement du cétoaldéhyde. Ce phénomène de 

glycooxydation est très important chez les diabétiques et contribue à la fragilité de leurs parois 

vasculaires et de leur rétine (Favier, 2003).  

6. Stress oxydant et maladies 

Le stress oxydative est un déséquilibre de la balance antioxydants/pro-oxydants, ce déséquilibre 

est due soit suite à une surproduction endogène d’ERO, ou suite à l’exposition a un phénomène 

toxique endogène ou même à un déficit nutritionnel d’une substance antioxydants (Browne et 

al., 2008; Powers et al., 2010). La grande quantité formée des ERO deviennent 

«pathologiques» avec activation de l’expression de gènes codant pour des cytokines pro-

inflammatoires ou des protéines d’adhésion. 

 

Figure 14: Exemples d'affections rencontrées chez l'homme causées par les EOR, classées par 

organe cible (Favier, 1997) 
 

   Cependant, la nature instable des ERO permet de les rendre très réactifs vis-à-vis des 

molécules biologiques et capables d’induire des modifications oxydatives délétères 

potentiellement impliquées dans l’apparition de plusieurs pathologies  (Figure 14) (Haleng et 

al., 2007). 

Plusieurs études, épidémiologiques, indiquent que les ERO jouent un rôle majeur dans le 

développement de plusieurs pathologies humaines (Pincemail et al., 2002 ; Favier, 2003).. Ils 
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sont impliqués dans des maladies comme l’athérosclérose, des dommages de la rétine, les 

maladies inflammatoires, l’arthrite, les maladies neurodégénératives (Cochrane, 1991). Ainsi, 

le rôle du stress oxydant est évoqué dans des processus physiologiques tel que le vieillissement 

(Valko et al., 2007). Néanmoins, la majorité des pathologies  induites par le stress oxydant 

apparaissent avec l'âge car le vieillissement diminue les défenses antioxydantes et augmente la 

production mitochondriale des radicaux (Favier, 2003). 

Cependant, le diabète de type I que de type II, est caractérisé par une augmentation du nombre 

de radicaux libres et diminution des défenses antioxydants, tout en ayant également des produits 

inflammatoire (Cadet. J et al., 1997).  

Chez les malades de Parkinson, des dommages oxydatifs ont été observés après une analyse 

post mortem du cerveau. Ainsi , il a été rapporté une diminution de la quantité du glutathion 

réduit GSH) et de l’activité du complexe I de la chaîne respiratoire mitochondriale (Di Monte 

et al., 1992 ; Schapira et al. 1989). Une diminution de GSH suggère l’induction d’un stress 

oxydant.  

 La maladie d’Alzheimer touche les personnes âgées de 60 et 65 ans, atteignant jusqu’à près de 

35 % des personnes de plus de 95 ans (Deschamps et al., 2001). Cette maladie se caractérise 

par le dépôt de protéines caractéristiques, les plaques amyloïdes qui se trouvent au niveau 

extracellulaire des neurones ainsi que le dépôt intracellulaire des protéines tau (Nourhashémi 

et al., 2000). Des auteurs ont suggéré le rôle du stress oxydant dans la maladie d’Alzheimer 

après l’observation de l’augmentation de la peroxydation lipidique, de l’oxydation des protéines 

l’altération de l’ADN mitochondrial et l’augmentation de 50% de l’activité de la Cu/Zn SOD  

dans le cerveau des patients atteints de maladie d’Alzheimer (Mecocci et al., 1994 ; Smith et 

al. 1995). 

La majorité des pathologies induites par le stress oxydant apparaissent avec l'âge, car le 

vieillissement augmente la production mitochondriale de radicaux libres et diminue les défenses 

antioxydants (Sohal et al., 2002).  

 En outre, plusieurs études ont montré la place prépondérante du stress oxydant dans le 

déclenchement et le développement du cancer. L’existence d’un stress oxydant chez les 

malades cancéreux peut être à la fois montrée par une baisse des défenses antioxydants et par 

l’augmentation des produits issus du stress oxydant. Chez des malades cancéreux, des dérivés 

d’oxydation de l’ADN ont été retrouvés dans le sang et les tissus (Malins and Haimanot 1991).  
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   Par ailleurs, un déficit en ERO et ERN est délétère pour l’organisme, il conduit à une  

vulnérabilité par rapport aux attaques virales ou bactériennes. Cependant, un système de 

contrôle adapté est donc primordial pour maintenir des concentrations optimales en ERO/ERN 

pour l’organisme, ce qui est défini par l’homéostasie. 

II. Les systèmes de défenses antioxydantes 

   Pour contourner les dommages causés par les ERO, la cellule fait appel à des systèmes de 

défense appelés antioxydants. Les antioxydants sont définis comme toute substance qui 

présente à faible concentration par rapport au substrat oxydable, sont capable de retarder, 

prévenir ou réparer un dommage oxydatif d’une molécule cible (Halliwell et Gutteridge, 

2007). En outre, les antioxydants servent à réguler le niveau des espèces réactives pour diminuer 

le dommage oxydatif résultant du métabolisme aérobique (Tang and Halliwell, 2010). 

Le système de défense contient 3 types de défenses : 

       1.  Des antioxydants enzymatiques endogènes, défendent les cellules contre les radicaux 

libres. Ce groupe est représenté principalement par les superoxydes dismutases (SOD), la 

catalase (CAT), les peroxydases oxydases et réductases (GPx et GRase) et le système 

thiorédoxine/thiorédoxine réductase.  

      2.   Les protéines chélatrices du fer comme la transferrine et l’hémosidérine ou du cuivre 

comme la céruloplasmine et l’albumine. Ces protéines agit en bloquent les ions métalliques 

impliqués dans la réaction de Fenton. 

     3. Les antioxydantes non enzymatiques comme la vitamine E, la vitamine C, les 

caroténoïdes, l’acide urique, le glutathion et les thiols, les métallothionéines. Le glutathion et 

les métallothionéines.  

1. Les antioxydants enzymatiques 

1.1. Les superoxydes dismutases (SODs)  

Les SOD, ce sont des métalloenzyme ubiquitaire, il existe trois isoformes de SOD chez les 

mammifères. Ces trois isoformes diffèrent par leur structure, cofacteurs et localisations cette 

enzyme représente une partie importante du système de défense contre les radicaux libres 

(Valko et al., 2007). 
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Une forme (Cu/Zn-SOD) cytosolique et nucléaire associée aux ions cuivre et zinc, et est réparti 

dans la majorité des types cellulaires. Les ions Cu2+ et Zn2+ assurent respectivement l’activité 

et la stabilité de la molécule. Tandis que, la forme Mn-SOD est associée au manganèse, elle est 

localisée dans la mitochondrie.  D’autre forme de SOD existe tels que La SOD extracellulaire 

et Fe-SOD chez les plantes. 

Les différentes SODs catalysent la même réaction avec une efficacité comparable. L’activité 

enzymatique consiste à la dismutation de l’anion superoxyde en oxygène et le peroxyde 

d’hydrogène selon la réaction suivante : 

 

 Cette réaction a été découverte pour la première fois par (McCord and Fridovich, 1969). Au 

cours de cette réaction, la disponibilité en O2
°- est réduite, la cascade radicalaire (OH°, ONOO-

) est limitée. Le H2O2 est pris en charge par des enzymes de relai. 

1.2. La catalase 

 Le produit final de la dismutation (H2O2) peut être décomposé en H2O et O2 par l'activité de 

l'enzyme catalase et/ou les éléments de la famille des peroxydases, y compris la glutathion 

peroxydase  (Chance et al., 1979). 

    La catalase est un enzyme héminique ubiquitaire situé à l’intérieur des globules rouges et 

dans les peroxysomes. son activité a été découverte pour la première fois par (Thénard, 

1818). La catalase humaine est formée de quatre sous-unités, chacune comportant un 

groupement ferriprotoporphyrine dans son site actif avec un atome de fer à l’état Fe3+ (Ko et 

al., 2000). Elle élimine le peroxyde d’hydrogène par dismutation qui se fait en deux étapes : 

  

1.3. Le glutathion peroxydase  

Le glutathion peroxydase est une sélénoprotéine ubiquitaire, dont il existe 7 isoformes réparties 

différemment dans la cellule. Elle élimine peroxydes d’hydrogène H2O2 et lipidiques ROOH 

 Catalase (Fe III) + H2O                 Catalase (Fe V) H2O2            (1) 

 

          Catalase (Fe V) H2O2 + H2O2                  Catalase (Fe III) + H2O + O2  (2) 
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respectivement en eau et alcool ROH, en présence d’une molécule antioxydant non 

enzymatique qui est le glutathion réduit GSH  (Powers and Jackson, 2008). 

Au cours de cette réaction, 70 % des peroxydes organique et 94 % de H2O2 par réduction selon 

les réactions suivantes : 

 

1.4. Les Thioridoxine (Trx)  

Les thioredoxine sont constituées d’une protéine possédant un groupement thiol, la 

thioredoxine, et d’un enzyme, la thioredoxine réductase. Elles contribuent à maintenir les 

protéines intracellulaires à l’état réduit. Chez les mammifères, ils sont associés aux noyaux et 

aux membranes. Les thiorédoxines sont localisées dans les mitochondries, le cytosol, et les 

peroxysomes. Elles font l’objet de nombreux travaux concernant leurs capacités antioxydantes 

(Valko et al., 2007).  

La thioredoxine réductase est un enzyme sélénodépendante NADPH dépendantes, éliminent 

H2O2, ROOH, ONOO– par réduction selon la réaction suivante : 

 

Malgré une activité plus faible que les GPx ou la catalase, elles pourraient jouer un rôle majeur 

dans l’élimination des hydroperoxydes, du fait de leur quantité importante (0,1 à 0,8 % de 

protéines soluble cellulaires) et de leur large distribution dans la cellule (Favier, 2003). 

2. Les systèmes endogènes non enzymatiques 

Le système enzymatique non-enzymatique referme les antioxydants des sources 

endogènes ou exogènes. Ils existent des composés antioxydants exogènes comme les vitamines 

E, C, l’ubiquinone ou les caroténoïdes et les oligoéléments qui agissent en piégeant les radicaux 

et en captant l’électron célibataire, les transformant en molécules ou en ions stables. Des 

composés endogènes jouent le même rôle, dont le glutathion réduit qui protège non seulement 

                                    GPx-Px 

  2 GSH + ROOH                            GSSG + ROH + H2O        (1) 

 

                                            GR 

 GSSG + NADPH + H+                        2 GSH + NADP+               (2) 

 

 

                           ROOH + NADPH + H+               ROH + H2O + NADP+ 
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contre les radicaux libres, mais aussi contre les peroxydes. D’autres composés antioxydants ont 

été identifiés, notamment les métallothionéines.  

2.1. Oligoéléments 

Les métaux jouent un rôle essentiel dans la défense contre le stress oxydant comme le cuivre 

(Cu), le zinc (Zn), le manganèse (Mn), le sélénium (Se) et le fer (Fe). Toutes les enzymes 

antioxydants nécessitent un cofacteur pour maintenir leur activité catalytique. Cependant, la 

SOD mitochondriale a besoin de manganèse, la SOD cytosolique de cuivre et de zinc, la 

catalase de fer et la GPx de sélénium. Cependant, certains oligoéléments, notamment le fer, 

lorsqu'ils sont en excès dans l'organisme et sous leur forme réduite, peuvent avoir une action 

prooxydante (réaction de Fenton, d'Haber-Weiss). 

2.2. Glutathion  

Le glutathion est un tri-peptide composé de trois acides aminés l’acide glutamique, la 

cystéine et la l-glycine, présent essentiellement sous sa forme réduite (GSH) et en très faible 

concentration sous sa forme oxydée (GSSG).  Le GSH est synthétisé par l’action séquentielle 

de la glutamate-cystéine ligase et la glutathion synthétase. Il est utilisé comme un substrat de 

glutathion peroxydase (Forman et al., 2009). 

Le glutathion sous forme réduite (GSH) se lie à une autre molécule de glutathion radicalaire 

pour former le glutathion oxydé sous forme du disulfure GSSG. Le ratio réduit/glutathion oxydé 

(GSH/GSSG) est souvent utilisé comme marqueur du niveau d’oxydation de la cellule, car plus 

le flux d'H2O2 est important, plus le glutathion réduit est consommé et le glutathion oxydé est 

augmenté (Hermes-Lima, 2005). 

 Le GSH peut être aussi comme un donneur direct d’atome d’hydrogène au radicaux libres 

(Powers and Jackson, 2008). 

 

2.3. Vitamine E et vitamine C  

Les vitamines E appartiennent à la famille des tocophérols (α-tocophérol) et semblent être les 

plus importants dans la lutte contre le stress oxydant. Elle est liposoluble, elle se fixe aux 

membranes et peut ainsi séquestrer les radicaux libres afin d’empêcher ou d’arrêter la 

propagation des réactions de peroxydation lipidique (Evans, 2000). 
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La vitamine C, hydrosoluble, elle est cofacteur de nombreuses enzymes. Elle permet de piéger 

différentes EOR, et aussi de régénérer la vitamine E (Powers and Jackson, 2008), elle se trouve 

dans le cytosol et dans le fluide extracellulaire ; c’est un bon capteur de radicaux libres oxygénés 

comme  l’O2
•- et l’OH°. Elle peut aussi réduire le radical α-tocophérol et ainsi permettre une 

meilleure efficacité de la vitamine E (Figure 7)(Evans, 2000). 

 

 

   Figure 9 : Les réactions d'élimination des radicaux lipidiques par les vitamines E et C. (LOO•) 

: radical peroxyle lipidique, (LOOH) : hydroperoxyle lipidique, (Vit. E) : vitamine E, (Vit. C) 

: vitamine C, (GSH) : glutathion réduit, (GSSG) : gluthation oxydé, (LA) : acide lipoïque, 

(DHLA) : acide dehydrolipoïque. 

 

2.4. L’Acide urique  

 L’acide urique est issu du métabolisme des purines, il a un potentiel rôle antioxydant dans les 

fluides biologiques humains (Ames et al., 1981) . Dans les conditions physiologiques, l’acide 

urique est majoritairement ionisé sous sa forme urate (UrH2
–). Ainsi, l’Urate est capable de 

chélater des ions métalliques comme  le fer et le cuivre et les empêcher de catalyser les radicaux 

hydroxyles par la réaction de Fenton (Powers and Jackson, 2008). 

La bilirubine est le produit final de catabolisme de protéines hèminiques en présence de deux 

enzymes, l'hème oxygénase et la biliverdine réductase. Elle est considéré comme le meilleur 

antioxydant physiologique. En effet, la bilirubine possède un potentiel antioxydant puissant 

contre les radicaux peroxyles (ROO•-) et aussi protège les cellules contre le peroxyde 

d'hydrogène (Powers and Jackson, 2008). 

2.5. L’Ubiquinone et cytochrome c  

La coenzyme Q10 est un transporteur d’électrons présente dans la chaîne oxydative 

mitochondriale, dans les membranes cellulaires, dans le plasma et dans les lipoprotéines. Elle 

peut fonctionner comme un antioxydant non enzymatique en piégeant les radicaux  par 

inhibition de la peroxydation lipidique (Powers and Jackson, 2008). Elle  assure également un 

recyclage de la vitamine E par réduction de la forme, ce qui amplifie son rôle protecteur contre 

les ERO (Ernster and Forsmark-Andrée, 1993). 



 

   49 
 
 

   Le cytochrome c présent dans l'espace intermembranaire jouent un rôle de détoxification des 

ROS. Il capte l'électron libre d’O2
•- produit au niveau de la chaîne respiratoire. Ainsi, il cède 

cet électron au complexe IV formant du cytochrome c oxydé et de l'H2O (Skulachev, 1996). 
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I. Screening phytochimique  

1. Préparation des extraits  

1.1. Présentation du site de récolte  

  Les algues étudiées ont été collectées à marée basse descendante pendant la période de Mars 

en 2015 sur la plage de sable d’or, à Temara qui se trouve au sud de Rabat (position GPS : 

33°55'20.23"N ; 6°58'9.89"O) (Figure 15). 

 

Figure 15: site de récolte des algues étudiées (Temara- Sable d'or). 

   Parmi les espèces d’algues collectées, cinq sont retenues pour cette étude, Il s’agit de quatre 

algues brunes (Phéophycées), et une algue rouge (Rhodophycées). 

   L’Identification des cinq espèces ont été faite par Dr. Moujahid Abderahman Professeur 

Biologiste de la Faculté des Sciences et Techniques de Settat selon la nomenclature adoptée 

dans l’inventaire préliminaire des algues benthiques de la côte marocaine (Riadi and Kazzaz, 

2000). 

    Des échantillons d’algues ont été identifiés : Bifurcaria bifurcata R.ROSS (1958), Cystoseira 

humilis Schousboe de Kützing (1860), Cystoseira stricta Sauvageau (1911), Fucus spiralis 

Linnaeus (1753) et Gelidium sequipedale (Clemente) Thuret (1876).  
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1.2. Présentation des espèces étudiées   

1.2.1.  Bifurcaria bifurcata R.ROSS (1958) 

 Taxonomie 

Embranchement : Ochrophyta 

Classe : Phaeophyceae 

Ordre : Fucales 

Famille : Sargassaceae 

 Genre : Bifurcaria 

Espèce : Bifurcaria bifurcata 

 

 

 

 Caractéristiques botaniques et phénotypiques 

   Bifurcaria bifurcata est une algue brune autotrophe et pérennante, elle se caractérise par son 

axe cylindrique, de couleur verdâtre à brunatre, non iridescents et qui peut atteindre 50 cm de 

long s’élèvent à partir d’un rhizome rampant tuberculeux fixé par des disques circulaires de 

petite taille (Figure 16).  

   Bifurcaria bifurcata est une espèce particulière parmi les sargassaceae, son rhizome est 

pérenne et adhère aux rochers par de petits disques. Leur ramification part de la partie basale 

de rhizome, elle montre des rameaux dressés, cylindriques et une organisation radiale.  

    C’est une algue vivace qui fructifie en général de novembre à janvier. Elle se développe dans 

la zone littorale inférieure. Toutes ces caractéristiques sont sujettes à variations, car le 

développement de Bifurcaria bifurcata est influencé par divers facteurs. La saison est le facteur 

le plus déterminant, mais la position bathymétrique et géographique intervient également, 

provoquant des décalages dans les différents stades (Méndez-Sandín and Fernández, 2016). 

 

1. 2.2. Cystoseira humilis Schousboe de Kützing (1860) 

 Taxonomie 

 

 

Figure 10 : Bifurcaria bifurcata 
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Embranchement : Ochrophyta 

Classe : Phaeophyceae 

Ordre : Fucales 

Famille : Sargassaceae 

 Genre : Cystoseira 

Espèce : Cystoseira humilis Schousboe de Kützing 

(1860) 

 

 

 

 

 Caractéristiques botaniques et phénotypiques 

  Cystoseira humilis est une espèce généralement de petite taille, cespiteuse (plusieurs axes 

principaux se développent directement à partir du disque basal), elle se caractérise par la 

ramification alterne et distique de ses axes, qui se fait dans un plan (Figure 17), et par la 

présence de rameaux aplatis rappelant des feuilles, comme les frondes que l’on peut observer 

chez les spécimens du genre Sargassum. 

   Elle se développe en milieux battus, dans les cuvettes de l'étage médiolittoral , les rameaux 

se développent en tous sens, de sorte qu’ils n’ont aucunement l’aspect d’une feuille plane 

(Figure 17). Les réceptacles sont apicaux, fusiformes et lisses. 

   Cette espèce est présentée pour la première fois par Schousbœ à partir de l’herbier Sonder de 

Tanger, mais la description valide a été demontrés par Kützing (1860). L’espèce colonise l’Est-

Atlantique, depuis les îles Britanniques jusqu’en Mauritanie, et est observée globalement dans 

toute la Mer Méditerranée (Guiry & Guiry,  2011). 

1.2.3. Cystoseira stricta Sauvageau (1911) 

 

Figure 11 : Cystoseira humilis  

https://fr.wikipedia.org/wiki/%C3%89tage_m%C3%A9diolittoral
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 Taxonomie 

Embranchement : Ochrophytes  

Classe : Phéophycée  

Ordre : Fucales 

Famille : Sargassaceae 

 Genre : Cystoseira  

Espèce : Cystoseira stricta Sauvageau (1911) 

 

 

 

 

  Caractéristiques botaniques et phénotypiques 

  Cystoseira stricta est une algue brune dont le thalle très ramifié brun à brun vert de consistance 

très dure (calcifiée). Sa consistance lui permet de résister à l'arrachement et aux chocs des 

vagues. 

     La croissance du thalle est apicale. La structure de cette algue est multiaxiale et la taille du 

thalle varie de 2 à 12 cm (Fischer et al., 1987). 

C'est une espèce de grande taille, facile à observer et à récolter, Cystoseira stricta se développe 

au niveau de la frange littorale dans des zones rocheuses plus ou moins exposées à un fort 

hydrodynamisme (Ollivier, 1929).  

    C’est une algue qui se développe sur les substrats rocheux superficiels exposés aux vagues. 

Elle se développe dans les zones bien éclairées, soumises à un fort hydrodynamisme marquant 

la limite supérieure de l’étage infralittoral (0 m de profondeur). Elle peut former un tapis végétal 

sur les petits fonds éclairés en mode battu (Sauvageau, 1912). 

 Cette espèce est présente en Méditerranée, et plus particulièrement l’occidentale : Maroc, 

Tunisie, Espagne, France, Italie (Boudouresque, 1971). 

Figure 12 : Cystoseira stricta 
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1.2.4. Fucus spiralis Linnaeus (1753)  

 Taxonomie 

Embranchement : Ochrophyta 

Classe : Phaeophyceae 

Ordre : Fucales 

Famille : Fucaceae 

Genre : Fucus  

Espèce : Fucus spiralis Linnaeus (1753) 

 

 

 Caractéristiques botaniques et phénotypiques 

Fucus spiralis est une algue brune dont leur thalle est brune foncé de 10 à 20 cm de long, parfois 

plus. Elle se fixe sur les rochers par un disque que surmonte un court stipe cylindrique étroit à 

la base, et qui s'élargit en lanières ou en lames souvent ondulées et enroulées sur elle-même. 

Ces lames possèdent une nervure médiane bien apparente, sans vésicules aérifères sphériques 

et leurs bords ne sont pas dentelés. Cette algue se développe accrochée sur les rochers en mode 

battus ou semi-battus. 

   Fucus spiralis est une algue autotrophe, pérennante forme une ceinture au niveau haut de 

l'étage médiolittoral sous le niveau d'une autre algue brune Pelvetia canaliculata. 

   Elle se reproduit à la fin de l'hiver et au printemps, et l'on voit apparaître alors aux extrémités 

des lames, des petites boursouflures ou réceptacles de couleur jaune-marron qui sont les organes 

reproducteurs. Leur reproduction est sexuée, produisant des gamètes mâles et femelles par des 

ouvertures appelées ostioles (Julien, 2008). 

Fucus spiralis est largement distribues en Atlantique, Manche et Mer du Nord, sur les rochers 

et dans les eaux peu profondes, jamais au-delà de 6 m de profondeur. 

 

Figure 13: Fucus spiralis 
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1.2.5. Gelidium sequipedale (Clemente) Thuret (1876)  

 Taxonomie 

  

 

Embranchement : Rhodophyta 

Classe : Florideophyceae 

Ordre : Gelidiales 

Famille : Gelidiaceae 

 Genre : Gelidium 

Espèce : Gelidium sequipedale (Clemente) Thuret (1876)   

 

 Caractéristiques botaniques et phénotypiques 

  Gelidium sesquipedale est une algue rouge appartenant à la classe des rhodophycées, leur 

thalle de couleur rouge à rouge brun possède un aspect robuste et une consistance cartilagineuse 

(Figure 20). Il est formé d’un ensemble de frondes de taille variant entre 10 à 40 cm, et 

regroupées en touffes, s’élevant à partir de filaments rampants (stolons ou rhizoïdes) qui 

assurent la fixation de l’algue au substrat.   

    La fronde est constituée d’un ensemble d’axes principaux à croissance illimitée, porteurs de 

ramifications latérales à croissance limitée, ce qui donne au thalle une forme pyramidale. La 

largeur des axes varie de 0,2 à 0,5 mm (Alberto et al, 1997 ; Mouradi et al., 2007). 

    Elle se reproduit par voie sexuée, la propagation de l’espèce est due à la dissémination des 

spores, le cycle de reproduction est de type haplodiplophasique et sa durée de vie peut aller 

jusqu’à 6 ans (Zidane et al., 2006). 

   G. sesquipedale est une espèce originaire de l’atlantique boréal ( Riadi and Kazzaz, 1998). 

Elle est observée le long des côtes atlantiques européennes, depuis la grande Bretagne, la 

France, l’Espagne, le Portugal, le détroit de Gibraltar au Maroc ainsi que les Açores, les îles 

Canaries, les îles du Cap-Vert (Guiry, 2011) jusqu’au Mauritanie (Ouhssine et al., 2006). 

 

 

Figure 14 : Gelidium sequipedale  
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1.3. Séchage  

    Les thalles des différentes espèces d’algues sont récoltés à marée basse descendante. Les 

algues sont conservées dans des bacs en plastiques, remplis d’eau de mer, et transportées 

immédiatement dans une glacière jusqu’à leur traitement au laboratoire. 

  Après l’élimination des débris, les épiphytes, les sels et les sables, les algues sont lavés avec 

l’eau de mer puis rincés à l'eau distillée. Les échantillons sont ensuite séchés dans l’étuve à 50 

°C avec ventilation pendant 48 à 72 h afin de préserver au maximum l’intégrité de 

leur composition chimique. 

1.4. Préparation de la poudre 

  Après séchage, les échantillons des algues séchés ont été broyés finement à l’aide d’un broyeur 

électrique pour obtenir une poudre fine, puis criblées sur des tamis. La poudre obtenue est 

conservée dans des flacons propres à - 20°C, jusqu’à leur utilisation. 

1.5. Extraction par solvant organique 

    25 g de Chaque poudre d’algue a été extraite avec de l'éthanol à 70% (200 mL) à 60 ° C 

pendant 2 h. La procédure d'extraction a été répétée deux fois et les extraits combinés ont été 

filtrés à travers un entonnoir de Buchner sous vide. L’éthanol est éliminé par distillation sous-

vide par un rotavapor (évaporateur rotatif). L’extrait sec obtenu est finalement lyophilisé. Les 

extraits lyophilisés ont été stockés à -20 °C jusqu'à utilisation ultérieure. 

1.6. Rendement d’extraction   

Une fois les extraits ont été obtenus, on a déterminé leurs rendements par rapport à la quantité 

initiale des algues sèches :  

Rdt =  
𝐦 𝐞𝐱𝐭𝐫𝐚𝐢𝐭

𝐦 𝐚𝐥𝐠𝐮𝐞 
 × 𝟏𝟎 

Avec 

m extrait : La masse de l’extrait.  

m algue : La masse de l’algue sèche. (m algue = 25g) 
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2. Détermination des propriétés chimiques  

2.1.Détermination de la teneur en eau 

 

     La teneur en eau est déterminée selon la méthode no. 934.06. 1990, recommandée par 

l'association AOAC (The Association Of Analytical Communities) (AOAC International, 

1990). 5 g d’algues fraiches ont été introduits dans un creuset préalablement taré dans une étuve 

réglée à 50 °C pendant une nuit. La matière sèche est retirée de l’étuve après refroidissement 

dans un dessiccateur, l'échantillon séché est pesé. Le pourcentage d’humidité est calculé selon 

la formule suivante : 

 

                                               H% = ((Pf – Ps) / Pf) x 100 

Avec : 

 

    Pf : Poids de l’algue fraiche, Ps : Poids de l’algue sèche, H % : Taux d’humidité exprimé en 

pourcentage. 

 

2.2.Détermination de teneur de la matière minérale 

    La teneur en matière minérale est déterminée selon la méthode no. 923.03.1990, 

recommandée par A.O.A.C (AOAC International, 1990). Cette analyse permet le calcul de la 

quantité des sels minéraux contenus dans l'échantillon. 3g d’échantillon préalablement séchés 

sont pesés dans des creusets, et sont ensuite placés dans un four à moufle à 550°C jusqu’à 

l’obtention d’une cendre blanchâtre de poids constant. Les creusets sont pesés après 

refroidissement dans un dessiccateur.  

L’expression des résultats est faite comme suit : 

 

                                       M (%) = ((Mi-Mf) / P) × 100 

Avec : 

 

M % : Teneur en matière organique, Mi : Masse initiale du creuset contenant l’algue en g, M 

f : Masse finale de creuset et des cendres en g, P : Masse de la prise d’essai 



 Matériels et Méthodes  
  

   59 
 
 

2.3.Détermination de la teneur en lipides 

    La teneur en lipides est déterminée selon la méthode AOAC (AOAC International, 

1990). Les graisses ainsi dosées se nomment extrait éthéré. L’appareil de soxhlet 

comporte 3 parties, respectivement de bas en haut, un ballon à col rodé, un extracteur recevant 

une cartouche et un réfrigérant à reflux. 5g d’échantillon (PE) ont été ajoutés dans les cartouches 

en papier filtre, puis placés sur le Soxhlet, après introduction de 180 mL d’éther diéthylique 

dans le ballon à col rodé. 

   L’éther diéthylique est alors porté à ébullition pendant 6h sur des plaques chauffantes jusqu’à 

obtention d’un maximum d’éther dans l’extracteur. Une fois l’éther éliminé, les cartouches sont 

séchées à l’étuve à 105 °C pendant 1h30 à 2h00. AOAC, 920.39 (1990). L’expression des 

résultats se fait comme suit : 

                                         L (%) = ((P2 – P1) / P3) x 100 

Avec : 

P1 : poids du ballon vide (g), P2 : poids du ballon avec extrait éthéré (g), P3 : poids de la 

prise d’essai (g) 

2.4.Détermination de la teneur en protéine 

  La teneur en protéine est déterminée selon la méthode de Kjeldhal no. 960.52. 2000, 

recommandée par A.O.A.C (AOAC International, 1990). Cette méthode est basée sur la 

quantification de la teneur en azote, puis la teneur en protéine est calculée en multipliant le 

taux d’azote total N (%) par le coefficient 6,25. Cette méthode comprend trois étapes : la 

minéralisation, la distillation et la titration. 

   La première est la phase de minéralisation qui consiste en une attaque chimique par l'acide 

sulfurique pour éliminer la matière organique. 1g d’échantillon a été mélangé avec 1g de 

catalyseur Kjeldhal (sulfate de cuivre et de potassium) et 15 mL d’acide sulfurique, le mélange 

a été préparé dans un matras de minéralisation en appliquant un chauffage progressif. Quand la 

solution devient limpide, elle est refroidie et complétée jusqu’à 100 mL avec de l’eau 

distillée. La deuxième étape est la distillation qui consiste à solubiliser l'azote minéral sous 

forme d'ammoniac, cette étape est réalisée dans un rotavapor en ajoutant 20 mL de soude à 35 

% dans le matras et 25 % d’acide borique dans une fiole de 250 mL. L’ammoniac est récupéré 

dans une solution d’acide borique. La dernière étape est la titration, elle a été réalisée par 

l'ajout de quelques gouttes de l’indicateur de TACHIRO (mélange de bleu de méthylène et 
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rouge de méthyle) dans la fiole contenant l'ammoniac et l'acide borique. L’excès d’ammoniac 

est alors dosé par l’acide sulfurique 0,05 N par simple titration. La teneur en azote total est 

déterminée par la formule suivante : 

 

N (%) = (Co x 2 x V x 14) / P 

P (%) = N (%) x 6,25 

N : Pourcentage d'azote (%) 

 P : Pourcentage de protéine (%) 

 Co : Normalité de l’acide sulfurique (0.05) 

 V : Volume de l’acide sulfurique versé (mL) 

 P : Poids de l’algue séche (g) 

2.5.Détermination de la teneur en sucre 

La teneur en sucre est calculée simplement selon la formule suivante : 

     

                                                  S (%) = 100 – (H + P + L + M) 

     

H : Humidité (%) (= teneur en eau), P : Protéine (%), L : Lipide (%), M : Matière minérale (%) 

(= teneur en cendre) 

3.  Analyses phytochimiques des métabolites secondaires 

3.1. Analyse qualitative 

3.1.1. Estimation des polyphénols totaux 

  Pour mettre en évidence les polyphénols, la réaction au chlorure ferrique (FeCl3) a été utilisée. 

Ainsi, à 2 mL de chaque solution d’extrait, est ajoutée une goutte de solution alcoolique de 

chlorure ferrique à 2 %. Le chlorure ferrique provoque en présence de dérivés phénoliques 

l’apparition d’une coloration bleue noirâtre ou verte plus ou moins foncée. Le témoin est 

effectué avec la solution alcoolique d’acide gallique. 

3.1.2.   Estimation des flavonoïdes : 

  Pour mettre en évidence les flavonoïdes, la réaction dite ‘la cyanidine’ a été utilisée. 2 mL de 

chaque extrait ont été évaporés et le résidu a été repris dans 5 mL d’alcool 

chlorhydrique dilué 2 fois. En ajoutant 2 à 3 copeaux de magnésium, il y a un dégagement 
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de chaleur puis une coloration rose-orangée ou violacée. L’addition de 3 gouttes d’alcool 

isoamylique a intensifié cette coloration qui a confirmé la présence de flavonoïdes. Une 

solution alcoolique de quercétine a été utilisée comme témoin. 

3.1.3.  Estimation des tanins 

  L'évaluation de la teneur en tanins est basée sur une méthode colorimétrique permettant 

d’avoir des informations préliminaires sur la présence ou l'absence de ce métabolite. L’addition 

de trichlorure de fer (FeCl3) à 2% aux tubes à essais avec 2 mL d’extrait permet de détecter la 

présence ou l’absence des tanins. La couleur vire au brun noir en présence de tanins galliques 

(tanins hydrolysables), et au bleu verdâtre en présence de tanins catéchiques (tanins condensés).   

3.1.4. Estimation des stéroïdes  

   L'évaluation de la teneur en stéroïdes est basée sur une méthode colorimétrique permettant 

d’avoir des informations préliminaires sur la présence ou l'absence de ce métabolite. Dans ce 

cas, l'extrait est dissous dans 1 mL de chloroforme, 1 mL d’acide sulfurique concentré est 

ajouté. Un test positif est révélé par l’apparition d’une couche supérieure rouge.  

3.1.5.  Estimation des saponines : 

    La présence des saponines est recherchée sur un décocté à 20 %. Après agitation, la réaction 

est dite positive lorsqu’il y a formation d’une mousse, d’une hauteur de 1cm, stable pendant 10 

min. 

3.1.6. Estimation des terpènes  

  1mg de l’extrait est solubilisé dans quelques gouttes d’acide acétique auquel on ajute 3ml du 

mélange (anhydride acétique-acide sulfurique concentré (50-1)). Une coloration verte apparait 

en cas de réaction positive. 

3.2. Analyse quantitavie 

3.2.1.  Dosage des polyphénols totaux 

  La teneur en composés phénoliques des différents extraits a été déterminée par la méthode de 

Folin – Ciocalteu (FCR) décrite par  (Slinkard and Singleton, 1977).  
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    La réaction est basée sur la réduction de l’acide phoshomolybdique du réactif Folin-ciocalteu 

(un acide de couleur jaune, constitué de polyhétérocycles acides contenant du molybdène et 

tungstène) par les polyphénols en milieu alcalin (Catalano, 1999). Elle se traduit par le 

développement d’une coloration bleu foncée due à la formation d’un complexe molybdène 

tungstène mesuré au spectrophotomètre (Shimadzu 1601, Japon) à 760 nm dont l’intensité est 

proportionnelle à la quantité de polyphénols présents dans l’échantillon.  

   Brièvement, 1 mL d'extrait d'algues (1 mg d'extrait préparé dans le méthanol) est ajouté à 46 

mL d'eau distillée et 1 mL de réactif de Folin. Après 3 minutes, 3 mL de carbonate de sodium 

(2%) sont ajoutés au mélange. Le mélange est agité pendant 2 heures à la température ambiante. 

L'absorbance est lue à 760 nm par un spectrophotomètre contre un blanc sans extrait.  

      La quantification des polyphénols totaux a été calculée à partir de l’équation de régression 

de la gamme d’étalonnage établie avec le pyrocatéchol (0-0,25 μg/mL) dans les mêmes 

conditions que l’échantillon. Le pyrocatéchol a été utilisé comme standard et les résultats sont 

exprimés en milligramme d’équivalent pyrocatéchol par mg d’extrait (μg EP/ mg d’extrait). 

3.2.2.  Dosage des flavonoïdes totaux  

    La quantification des flavonoïdes a été effectuée par la méthode colorimétrique de  chlorure 

d’aluminium adaptée par (Tel et al., 2012) avec une légère modification (Öztürk et al., 2014). 

1ml de chaque extrait d’algues ou standard (1 mg préparé dans un mL de MeOH) est ajouté à 

des tubes à essai contenant 0,1 de nitrate d’aluminium (Sigma Aldrich) à 10 %, 0,1 mL d'acétate 

de potassium1 M (C2H3NaO2) (Sigma Aldrich) et 3,8 mL de méthanol. Le mélange est agité 

puis incubé à l’obscurité à température ambiante pendant 40 minutes. L’absorbance a été 

déterminée à 415 nm.  

     La concentration des flavonoïdes est déduite à partir de la courbe d'étalonnage établie avec 

la quercétine comme contrôle positive. La teneur en flavonoïdes est exprimée en microgrammes 

d'équivalents de quercétine par mg d’extrait (μg EQ/mg d’extrait). 

4. Evaluation du potentiel anti-oxydant 

Des nombreuses méthodes sont utilisées pour l’évaluation de l’activité antioxydante des 

produits naturels. La plupart de ces méthodes sont basées sur le changement de la coloration ou 

décoloration d’un réactif dans le milieu réactionnel.  



 Matériels et Méthodes  
  

   63 
 
 

  Compte tenu de la complexité des processus d’oxydation, il n’existe pas de méthode unique 

qui permettrait de refléter le profil antioxydant d’un échantillon. C’est pourquoi, on effectue 

différents tests de mesure de pouvoir antioxydant.  

  Le pouvoir antioxydant ne peut être mesuré qu’indirectement à partir de ses effets. La plupart 

des méthodes de mesure de l’activité antioxydante sont basées sur l’utilisation de systèmes 

générant des radicaux très variés. Ce sont principalement des méthodes dites "d’inhibition " 

dans lesquelles une espèce chimique capable de générer des radicaux libres, qui sont utilisés 

avec une substance capable de détecter ces espèces. L’échantillon dont on souhaite mesurer le 

pouvoir antioxydant est capable d’inhiber la génération des radicaux libres. 

4.1.Test DPPH  

   Pour étudier l'activité anti radicalaire des différentes extraits, nous avons opté pour la méthode 

qui utilise DPPH 2,2-diphényl picryl-hydrazine (C18H12N5O6) (Sigma Aldrich) comme un 

radial libre relativement stable, selon la méthode décrite par (Blois, 1958) avec une légère 

modification (Öztürk et al., 2014).  

  Dans ce test, les antioxydants réduisent le DPPH ayant une couleur violette en un composé 

jaune, le DPPH, dont l’intensité de la couleur est inversement proportionnelle à la capacité des 

antioxydants présents dans le milieu à donner des protons (Sanchez-Moreno, 2002). 

   Brièvement, 40 μL des solutions d’extraits à différentes concentrations (de 0,1 à 1 mg/ml) 

sont ajoutés à 160 μL DPPH (0,1mM préparée dans l’éthanol), Parallèlement, un contrôle 

négatif est préparé en mélangeant 40μl d’éthanol avec 160µl de la solution éthanolique de 

DPPH. Après agitation du mélange par un vortex, les tubes sont placés à l’obscurité, à 

température ambiante pendant 30 minutes.  

    La lecture est effectuée par mesure de l’absorbance à 517 nm en utilisant un lecteur de 

microplaques à 96 puits (SpectraMax PC340, Molecular Devices, États-Unis). Le DPPH 

absorbe à 517 nm, mais lorsqu’il est réduit par un antioxydant ou une espèce radicalaire, son 

absorption diminue. L'éthanol a été utilisé comme contrôle, tandis que l'hydroxytoluène butyle 

(BHT) et l'α-tocophérol ont été utilisés comme des antioxydants standards pour comparer 

l'activité antioxydante des extraits d’algues. 

Calcule des pourcentages d’inhibitions : nous calculons le pourcentage d’inhibition par la 

formule suivante :               
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                                      I (%)  =   
𝑨𝟎−𝑨𝟏

𝑨𝟎
𝒙𝟏𝟎𝟎 

 I (%) : pouvoir d’inhibition en %. 

 A0 : absorbance de la solution de DPPH en absence de l’extrait 

 A1 : absorbance de la solution de DPPH en présence de l’extrait  

Calcule des CI50 :   

CI50 est la concentration de l’échantillon testé nécessaire pour réduire 50 % de radical DPPH. 

CI50 sont calculées graphiquement en représentant les pourcentages d’inhibition en fonction des 

concentrations des extraits testées et les standards. 

4.2. Test de sels de 2,2'-azino-bis (acide 3-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique) de dia-

mmonium (ABTS) 

    Le test ABTS+ a été déterminé selon la méthode de (Re et al., 1999), avec de légères 

modifications (Tel et al., 2013).  

 Le radical cationique ABTS+ a été généré par la réaction entre ABTS (Sigma Aldrich (7 mM) 

dans de l'eau et 2,45 mM de persulfate de potassium. Le mélange est ensuite conservé dans 

l'obscurité à température ambiante pendant 24 heures. Avant l’utilisation, la solution d’ABTS + 

est diluée par l’éthanol jusqu’à l’obtention d’une absorbance de 0,703 ± 0,025 à 734 nm.  

40 µl de chaque extrait sont ajoutés à 140 µl de solution d’ABTS+, et la lecture est faite à 734 

nm après une minute d’incubation à température ambiante. 

   L'éthanol a été utilisé comme un contrôle, tandis que le BHT et l'α-tocophérol ont été utilisés 

comme des antioxydants standards pour comparer l'activité antioxydante des extraits d’algues.  

Calcule des pourcentages d’inhibitions : Nous calculons ainsi les pourcentages d’inhibition par 

la formule suivante :               

                                      I (%) =   
𝑨𝟎−𝑨𝟏

𝑨𝟎
𝒙𝟏𝟎𝟎 

  I (%) : pouvoir d’inhibition en %. 

 A0 : absorbance de la solution d’ABTS en absence de l’extrait 

 A1 : absorbance de la solution d’ABTS en présence de l’extrait.  

Calcule des IC50 :  
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CI50 est la concentration de l’échantillon testé nécessaire pour réduire 50 % de radical ABTS. 

CI50 sont calculées graphiquement en représentant les pourcentages d’inhibition en fonction des 

concentrations des extraits testées et les standards. 

4.3.Essai de blanchiment β-carotène / acide linoléique 

L'activité antioxydante totale a été évaluée par le test β-carotène / acide linoléique (Sabudak 

et al., 2013), avec de légères modifications. 

    Dans ce test du blanchissement du β-carotène, la présence des 11 paires de doubles liaisons 

rend le β-carotène extrêmement sensible aux radicaux libres dérivés d’hydroperoxydes qui sont 

formés à partir de l’oxydation d’acide linoléique dans un système émulsion aqueux en résultant 

le blanchissement du β-carotène (Unten et al., 1997). 

     Brièvement 0,5 mg de β-carotène ont été dissous dans 1 mL de chloroforme. 25 µl d'acide 

linoléique et 200 mg de Tween 40 sont ajoutés à la solution obtenue. Après l’évaporation 

complète du chloroforme sous vide à 40 °C, 100 mL d’eau distillée saturée en oxygène ont été 

ajoutés avec agitation vigoureuse. Un volume de 150 µl de la solution obtenue est additionné à 

40 µl à l’échantillon à différentes concentrations ou les standards.  L’absorbance est mesurée 

immédiatement à 470 nm ce qui correspond à t = 0 min. L’oxydation de l’émulsion est suivie 

par la mesure de l’absorbance de chaque extrait dans un intervalle de 30 min jusqu’à ce que la 

couleur de contrôle disparu (t = 120 min). 

   L'éthanol a été utilisé comme un contrôle. Le BHA et l'α-tocophérol ont été utilisés comme 

des antioxydants standards.  

La dernière absorbance de l'émulsion a été lue après une incubation de la plaque pendant 2 

heures à 50 ° C. Le taux de blanchiment (R) du β-carotène a été calculé selon l'équation 

suivante. 

R = (ln a / b) / t 

ln = logarithme naturel, 

 a = représente l’absorbance du contrôle au temps zéro, 

 b = représente l’absorbance en présence de l’extrait au temps t (120 min). 

 L'activité antioxydante des extraits est évaluée en termes de blanchissement du β-carotène par 

rapport au contrôle, en employant l'équation suivante : 
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Pourcentage d’inhibition (%) = (R Contrôle - R échantilon) / R Control x100 

  La valeur CI50 est définie comme la concentration des antioxydants correspondant à 50% 

d’inhibition. Elle est calculée en traçant la courbe des pourcentages d’inhibition en fonction des 

concentrations de l’extrait ou standards.  

4.4. Test de la capacité antioxydante par réduction de cuivre (CUPRAC) 

  La capacité antioxydante par réduction de cuivre a été déterminée selon la méthode de (Apak 

et al., 2004), avec de légères modifications. Cette méthode est basée sur la suivie de la 

diminution de l’absorbance accrue du complexe Néocuproïne (Nc), cuivre (Cu2+) [Nc2 – 

Cu2+]. En effet, en présence d’une molécule antioxydante, le complexe cuivre–néocuproïne est 

réduit. La réaction est quantifié spectrophotométriquement à une longueur d’onde de 450 nm 

Cu(Nc)2 2+ ArOH → Cu(Nc)2 + + Ar=O +H+ 

   Une solution est préparée avec le mélange des volumes de : 50 µl Cu (II) (10 mM), 50 µl 

neocuprine (7,5 mM), et 60 µl de solution tampon NH4Ac (1 M, pH = 7,0). Un volume de 40 

µl des extraits d’algues à différentes concentrations a été ajouté au mélange initial, afin de 

rendre le volume final de 200 µl. Les microplaques de 96 puits ont été mises à l’abri de la 

lumière, et après 1 h d’incubation à 37 °C, l'absorbance est mesurée à 450 nm. Le complexe 

réduit Cu+-Nc est quantifié en utilisant un lecteur de microplaques à 96 puits (Spectra Max 

340PC384, Molecular Devices, USA).  

La capacité de réduction des extraits éthanoliques des algues a été exprimée en (µg Equivalent 

de trolox / mg extrait). 

4.5. L’activité chélatrice des ions ferreux 

   L'activité chélateur de fer des extraits a été mesurée selon la méthode décrite par (Decker and 

Welch, 1990), avec de légères modifications. L’activité de chélation des ions métalliques a été 

déterminée par mesure du taux de réduction de la couleur rouge violacée qui a été 

quantitativement formé par la ferrozine avec les ions ferreux. Les extraits de différentes 

concentrations et de volume de 40 µl ont été ajoutés à une solution de : 40 µl FeCl2 (0.2 mM) 

et 40 µl d’éthanol. La réaction a été initiée par l'addition de 80 µl de ferène (0.5 mM). Le 

mélange a été agité vigoureusement et laissé à température ambiante pendant 10 minutes.  

Après que le mélange a atteint l'équilibre, l'absorbance a été mesurée à 593 nm. L'EDTA a été 

utilisé comme contrôle positif pour la comparaison de l'activité.  
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Les résultats ont été donnés en pourcentage d'inhibition et l'activité a été calculée en utilisant 

l'équation suivante : 

 Inhibition (%) =   
𝑨𝟎−𝑨𝟏

𝑨𝟎
𝒙𝟏𝟎𝟎 

 I (%) : pouvoir d’inhibition en %. 

 A0: absorbance de la solution en absence de l’extrait 

 A1: absorbance de la solution en présence de l’extrait  

Calcule des CI50 :  

  CI50 est la concentration de l’échantillon testé nécessaire pour la chélation de 50 % des ions 

ferreux. CI50 sont calculées graphiquement en représentant les pourcentages d’inhibition en 

fonction des concentrations des extraits testées et les standards. 

5.  Les activités inhibitrice des enzymes 

5.1.Activité anticholinétérase 

    L’activité inhibitrice de l'acétylcholinestérase (AChE, type VI-S, EC 3.1.1.7, 425,84 U / mg) 

et la butyrylcholinestérase (BChE, EC 3.1.1.8, 11,4 U / mg) des extraits éthanoliques ont été 

déterminées selon la méthode colorimétrique décrite précédemment par Ellman (Ellman et al., 

1961). 

Les anticholinestérases utilisés sont celles de l’AChE de l'anguille électrique et le BChE du 

sérum de cheval, tandis que l’iodure d’acétylthiocholine et le chlorure de butyrylthiocholine 

ont été utilisés comme des substrats. Le DTNB [5,5-dithio-bis (2-nitrobenzoïque)] a été utilisé 

pour mesurer l'activité du cholinestérase. L'éthanol a été utilisé comme solvant pour dissoudre 

les extraits et les contrôles.  

Brièvement, 130 µl de tampon phosphate de sodium (100 mM, pH 8,0), 10 µl d'une solution 

des extraits dissoute dans de l'éthanol à différentes concentrations et un volume de 20 µl de 

l’AChE (5,32 × 10-3 U) ou BChE (6,85 × 10-3 U) ont été ajoutés. Le mélange est incubé 

pendant 15 min à 250 °C. Après incubation, 10 µl de DTNB (0,5 mM) ont été ajoutés au 

mélange. Ensuite, la réaction a été initiée par l’addition de 20 µl l’iodure d’acétylthiocholine 

(0,71 mM) ou le chlorure de butyrylthiocholine (0,2 mM).  
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Les hydrolyses de ces substrats ont été suivies par spectrophotométrie par la formation d’une 

couleur jaune d’anion 5-thio-2-nitrobenzoate de méthyle, selon le résultat de la réaction de 

DTNB avec thiocholine, libéré par l'hydrolyse enzymatique de l'iodure d'acétylthiocholine ou 

le chlorure de butyrylthiocholine, respectivement, à une longueur d'onde de 412 nm, en utilisant 

un lecteur de microplaques à 96 puits (SpectraMax PC340, Molecular Devices, États-Unis).  

    Les mesures et les calculs ont été évalués en utilisant le logiciel PRO Softmax v5.2. Le 

pourcentage d'inhibition de l'AChE ou BChE a été déterminé par comparaison des vitesses de 

réaction de l’extrait par rapport au contrôle (éthanol dans du tampon phosphate, pH 8) en 

utilisant la formule suivante : 

                                      I= (E - S) / E x100 

 Où 

   E= l'activité de l'enzyme sans l’extrait, 

   S= l'activité de l'enzyme avec l’extrait.  

La galantamine a été utilisée comme composé standard dans l'évaluation des effets inhibiteurs 

de de l'AChE ou BChE (Sabudak et al., 2017). 

5.2.Activité d'inhibition de la tyrosinase 

   L'activité inhibitrice de la tyrosinase des extraits a été mesurée en utilisant la méthode décrite 

par (Hearing, 1987) avec une légère modification. 

 La L-DOPA a été utilisée comme substrat. 150 µl de tampon phosphate de potassium (50 mM, 

pH 6,5) sont mélangés avec 10 µl extrait dissous dans de l'éthanol absolu à différentes 

concentrations et 20 µl de tyrosinase (13,3 U / puits). Après 10 min d'incubation à température 

ambiante, 20 µl L-DOPA à 8,4 mM sont ajoutés.  

L'absorbance a été mesurée à 475 nm pendant 10 minutes à l'aide d'un lecteur de microplaques 

à 96 puits (Spectra Max 340PC384, Molecular Devices, États-Unis d'Amérique) (Sabudak et 

al., 2013). Les inhibiteurs de la tyrosinase l’acide kojique et la L-mimosine ont été utilisés 

comme standards. 
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5.3.Activité inhibitrice d'uréase 

  L'uréase de Canavalia ensiformis (haricot Jack) a été utilisée pour déterminer l'activité 

inhibitrice lorsque l'urée était utilisée comme substrat (Zahid et al., 2015).  

La solution enzymatique et le substrat (0,1 M) ont été préparés dans un tampon phosphate (0,01 

M, pH 8,2). Dans chaque puits, 10 µl d’extrait dissous dans l'éthanol et 25 µl (8,3 × 10-3 U) 

d’uréase (1 mg enzyme dissous dans 1 mL tampon phosphate à pH 8.2) ont été ajoutés à 50 µl 

urée (0,2553g urée est dissoute dans 25 mL tampon). Ensuite, le mélange est incubé pendant 

15 minutes à 30 °C. 

Après incubation, 45 µl de réactif au phénol contenant 0,005% de nitroprussiate de sodium et 

1% de phénol, et 70 µl de réactif basique contenant 0,1% de NaOCl et 0,5% de NaOH. Le 

mélange est ensuite incubé pendant 50 nm. L'absorbance a été mesurée de manière cinétique à 

630 nm en utilisant un lecteur de microplaques à 96 puits (Spectra Max 340PC384, Molecular 

Devices, USA). La thiourée a été utilisée comme standard pour comparer les résultats. 

6. Identification et quantification des composés phénoliques 

6.1.Préparation des solutions chromatographiques 

6.1.1. Les solutions standards  

 Vingt-sept composés phénoliques, y compris des flavonoïdes, des glucosides flavonoïdes, des 

acides phénoliques, de l'aldéhyde phénolique, de la coumarine et trois acides organiques non 

phénoliques ont été identifié dans tous les extraits. 

L’acide malique (95-100%), la quercétine (95%), acide protocatéchuique (97%), la chrysine 

(97%), la rutine (94%), hespérétine (95%), la naringénine (95%), l’ acide rosmarinique (96%), 

vanilline (99%), l’acide p-coumarique (98%), l’acide caféique (98%), l’acide chlorogénique 

(95%), hyperoside (≥97%), carotène (≥93%), l’acide myricétine (≥96%), coumarine (≥99%), 

kaempférol (≥97%), l’acideformique (≤100%) ont été obtenus auprés sigma ( Almagne). 

L’acide quinique (98%), acide tr-aconitique (98%), acide 4-hydroxybenzoïque (≥99%), fisétine 

(≥98%) ont été obtenus auprés Sigma-Aldrich (Allemagne). 

 L’acide gallique (≥99%), l'acide tannique, l'acide salicylique (≥99%) ont été obtenus auprés 

Sigma-Aldrich (Allemagne). hespéridine (≥97%), la lutéoline (≥99%), l’apigénine (≥99%), 
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rhamnetine (≥99%) ont été obtenus auprès de la société R-Biopharm. Tous les solvants étaient 

de qualité analytique. 

6.1.2. Échantillon à analyser  

L’analyse des composés phénoliques et les acides organiques des extraits d’algues a été 

effectuée en utilisant l’instrument HPLC-MS /MS (Nexera, Shimadzu, Kyoto, Japon). Le 

lyophilisat des extraits d’algues a été dissous avec du méthanol à 250 mg/l, puis tous les 

échantillons ont été filtrés à l'aide d'un filtre en microfibre de 0,22 micron. LC-MS/MS. 

6.1.3. Les conditions chromatographiques 

   La chromatographie en phase liquide est équipée d’une pompe binaire LC-30AD, un dégazeur 

à vide (DGU-20A3R), un échantillonneur automatique (SIL-30AC), et d'un four à colonne 

CTO-10ASvp. La colonne utilisée pour la séparation chromatographique est une phase inverse 

ODS- C18 (L : 150 mm ; diamètre : 4,6 mm, granulométrie : 3 µm). La température du four à 

40 °C. Les composés ont été séparés selon le gradient de solvants (A) eau (5 mM formiate 

d'ammonium/L et 0,1% d'acide formique) et (B) Méthanol (5 mM formiate d'ammonium/L et 

0,1% d'acide formique). Le programme de gradient avec les proportions suivantes de solvant 

A/B à été utilisé % (0,40), (20, 90), (23,90), (24,40), (29,40). Le débit de la colonne a été 

maintenu à 0,5 mL / min, et le volume d'injection automatique a été réglé à 4 μL aussi bien de 

la solution standard que des échantillons à analyser. Les Chromatogrammes obtenus ont été 

analysés par un logiciel Lab Solution (Nexera, Shimadzu, Kyoto, Japon) 

 Les paramètres de l’optimisation et la validation de la méthode de LC-MS/MS sont les mêmes 

que ceux utilisés précédemment (Ertas et al., 2015).  

II. Etude in vitro sur le protozoaire T. pyriformis  

1. Préparation des extraits méthanoliques et ses fractions  

  Une prise d’essai de 25g de poudre d’algue a subi a une macération dans 200 mL de méthanol 

80% (MeOH/H2O; 80:20 ; V/V) pendant une nuit à température ambiante et après une 

macération à chaud pendant 2 heures à 50°C (Sathya et al., 2017). 

  L’extraction est répétée 2 fois, et les 2 filtrats sont recombinés. Le méthanol est ensuite éliminé 

par distillation sous vide à 50°C à l’aide d’un évaporateur rotatif (Büchi Rotavapor). 
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 L’extrait brut obtenu est dilué avec de l’eau distillée, cette solution aqueuse est subit à des 

extractions liquide-liquide par des solvants de polarité croissante. 

 L’extrait brute est initialement lavé avec l’hexane ( V:V), après décantation, la phase 

organique supérieur est récupéré. Cette étape est refaite 3 fois avec renouvellement du solvant 

jusqu’à devient transparent. L’hexane est par la suite évaporé à basse pression 40 °C, et l’extrait 

résultant est considéré comme étant la fraction (Hex). La phase aqueuse inferieure est soumise 

à un autre fractionnement pour donner la fraction (CHCl3), puis un troisième fractionnement 

par l’acétate d’éthyle pour donner la fraction (AcOEt), et enfin par le n- Butanol pour donner 

la fraction (n-But) (Figure 21). 
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Figure 151: Extraction par des solvants de polarité croissante 

  

2. Dosage des phénols Totaux 

   Le dosage des polyphénols est réalisé selon la méthode de Folin-Ciocalteu décrite par 

(Slinkard and Singleton, 1977), le protocole a été effectué de la même manière dans la partie 

I-3.1.1 du matériel et méthode. 
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  La concentration des polyphénols totaux est calculée à partir de l’équation de régression de la 

gamme d’étalonnage établie avec l’acide gallique et exprimée en μg d’équivalent d’acide 

gallique par milligramme d’extrait ou fraction (μg EAG/mg d’extrait ou fraction). 

3. Dosage des flavonoïdes  

   La méthode du trichlorure d’aluminium (Tel et al., 2012) est utilisée pour quantifier les 

flavonoïdes dans les différentes extraits d’algues. Le protocole a été effectué de la même 

manière dans la partie I-3.1.2 du matériel et méthode.  

La concentration des flavonoïdes est déduite à partir d’une gamme d’étalonnage établie avec la 

quercétine et est exprimée en microgramme d’équivalent de quercétine par milligramme 

d’extrait (μg EQ/mg d’extrait). 

4. Test d’activité antioxydante  

4.1.Test de DPPH   

Le test de piégeage radicalaire DPPH a été réalisé avec la méthode décrite par (Blois, 1958), 

comme décrite précédemment dans la partie I-3.1.3 du matériel et méthode. 

CI50 est la concentration de l’échantillon testé nécessaire pour réduire 50 % de radical DPPH. 

CI50 sont calculées graphiquement en représentant les pourcentages d’inhibition en fonction des 

concentrations des extraits méthanoliques ou les fractions et le standard (BHT). 

4.2.Test d’ABTS 

 L'essai ABTS est réalisé selon (Re et al., 1999), comme précédemment décrite dans la partie 

I-3.1.4 du matériel et méthode. 

CI50 est la concentration de l’échantillon testé nécessaire pour réduire 50 % de radical ABTS. 

CI50 sont calculées graphiquement en représentant les pourcentages d’inhibition en fonction des 

concentrations des extraits méthanoliques ou les fractions et le standard (BHT). 

4.3.Test de la Réduction du fer  

      Le pouvoir réducteur du fer (Fe3+) dans les extraits est déterminé selon la méthode décrite 
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par Oyaizu (Oyaizu, 2011), L'activité réductrice d'un extrait est évaluée par la réaction 

d’oxydo- réduction entre l'extrait et les ions métalliques de transition, notamment le fer (Huang 

et al., 2005).  

 Une quantité (0,5ml) de chaque extrait à différentes concentrations (de 0,2 à 1mg/ml) est 

mélangée avec 1.25 mL de tampon phosphate (0.2 M, pH 6.6) et 1.25 mL de solution aqueuse 

d’hexacyanoferrate de potassium K3 [Fe (CN) 6] à 1%.  

   L’ensemble est incubé au bain-marie à 50°C pendant 20 min ensuite, 1.25 mL d’acide 

trichloroacétique à 10% sont ajoutés pour stopper la réaction et les tubes sont centrifugés à 3000 

rpm pendant 10min.  

      Une aliquote (1.25 mL) de surnageant est combinée avec 1.25 mL d’eau distillée et 0,5 ml 

d’une solution aqueuse de FeCl3 à 0,1%. La lecture de l’absorbance du milieu réactionnel se 

fait à 700 nm contre un blanc semblablement préparé, en remplaçant l’extrait par de l’eau 

distillée qui permet de calibrer l’appareil (UV-VIS spectrophotomètre).  

   Le contrôle positif est représenté par une solution d’un antioxydant standard; l’acide 

ascorbique dont l’absorbance a été mesurée dans les mêmes conditions que les extraits. Une 

augmentation de l’absorbance correspond à une augmentation du pouvoir réducteur des extraits 

testés (Singleton et al., 1965). 

5. L’evaluation de l’effet protecteur de F.spiralis  

5.1. L’organisme choisi : T. Pyriformis 

Tetrahymena Pyriformis fut choisi simplement pour sa facilité d’utilisation et de sa 

ressemblance aux cellules humaines. Il est facile de maintenir une culture viable en laboratoire 

dans un milieu axénique qui contient tout ce qui est nécessaire pour leur survie. Ce milieu n’est 

pas dispendieux puis qu’il contient 1% de protéose-peptone, 0.25% d’extrait de levure et 0.2 % 

de glucose, des produits relativement peu dispendieux (Nicolau et al., 2001).   

 L’avantage majeur d’utiliser des protozoaires est bien sur le fait que ce sont des eucaryotes 

unicellulaires.  Ils possèdent donc des systèmes comparables aux animaux plus évolués comme 

un noyau, mitochondrie, cytosquelette, etc. Ainsi, leurs réponses aux produits toxiques ont donc 

plus de chance de s’approcher à ceux des animaux plus évolués que d’autres organismes 

unicellulaires comme une bactérie.   
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5.2. Entretien des cellules  

5.2.1. La pré-culture  

     Les cultures souches Tetrahymena pyriformis ont été maintenues à 4 °C dans un milieu de 

conservation dépourvu de glucose pour minimiser le taux de croissance des cellules (Mori et 

al., 2011).  Le milieu de culture contient 1.5% de protéose peptone et 0.25% d’extrait de levure. 

Les premières cultures souches sont incubées à 28°C sans agitation pendant trois jours pour que 

les cellules atteindre la phase exponentielle.            

5.2.2. Culture cellulaire 

À partir de cultures souches, on réalise une pré-culture dans un nouveau milieu préparé dans 

l’eau distillé contenant 1.5% de protéose peptone, 0.25% d’extrait de levure et 0.2% de glucose, 

la culture est incubé dans l’étuve à 28°C sans agitation pendant 72 h (Nicolau et al., 2001) .  

  Pour l'ensemble des tests, les cultures de T. pyriformis étaient toujours en phase de croissance 

exponentielle, et ils ont été ajustés à une densité de 104 cellules/mL dans un milieu de PPYG 

frais juste avant les traitements. 

5.3. Traitement des cellules  

5.3.1. Traitement par le peroxyde d’hydrogène  

   Les cellules sont traitées par le peroxyde d’hydrogène (H2O2) pour induire un stress oxydatif. 

Dans le but de déterminer la concentration sublétale du peroxyde d’hydrogène qui inhibe 50% 

de la croissance cellulaire (CI50), une gamme de différentes concentrations de H2O2 ont été 

ajoutés à la culture de T. pyriformis.  

   Le stress oxydatif est induit grâce à l’utilisation d’une gamme de H2O2 et les cellules servant 

de contrôle sont incubé sans traitement par H2O2. L'évaluation de l’effet protecteur des fractions 

d’algue sera évaluée sur la dose qui correspond à CI50 du H2O2. Toutes les incubations sont 

incubées à 28°C pendant 24h. 

5.3.2. Détermination de la dose non létale de l’extrait  

   Après évaluation de l’activité antioxydant des fractions de méthanol, Hexane, chloroforme, 

acétate d’éthyle, n- butanol de cinq espèces d’algues, nous avons choisis les deux fractions qui 
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ont un grand pouvoir antioxydant. Les deux fractions éthyle acétate et chloroforme de F. 

spiralis ont été utilisés pour évaluer leurs effets protecteurs chez T. pyriformis.  

  Dans le but de déterminer la dose non létale des extraits d’algues, des cultures de T. pyriformis 

en milieu PPYG ont été incubés pendant 24h avec une gamme de différentes concentrations de 

la fraction acétate d’éthyle (AcOEt) et de chloroforme (CHCl3) de l’espèce Fucus spiralis. La 

dose non létale correspond à la dose qui ne modifie par la viabilité ou la croissance cellulaire, 

cette dose a été évaluée à l’œil nu en regardant la turbidité des tubes. Les résultats ont été 

confirmés par un comptage des cellules vivantes et mortes par le test MTT (Gieger et al., 2013). 

5.4. Mise en évidence de l’effet protecteur  

    Dans le but d’évaluer l’effet protecteur des fractions d’acétate d’éthyle et chloroforme sur la 

toxicité induite par le H2O2, T. pyriformis a été incubée en présence des concentrations non 

létales des fractions et/ou en présence de 300µM de H2O2.  

 Dans les mêmes conditions, nous avons préparé d’autres tubes contrôles négatifs et positifs 

nécessaires pour une meilleure interprétation des résultats. Une culture en absence de H2O2 ou 

des extraits, culture en présence de H2O2 tout seul (contrôle positif), culture en présence des 

fractions (contrôle interne). Après 24h d’incubation des cultures cellulaires, la suspension est 

récupérée pour les analyses suivantes : 

5.4.1. Détermination de CI50  

  L’IC50 c’est la concentration qui inhibe 50% de l’accroissement d’une population protiste 

(Bonnet et al., 2005). Les taux d’inhibition sont corrigés par la formule d' Abbott (1925) qui 

permet de connaître la toxicité réelle de la substance toxique. 

La formule d’Abbott est la suivante :    

𝟏𝟎𝟎
𝐗 − 𝐘

𝐗
 

Où :      

                                  X : Nombre de vivants des témoins. 

                                  Y : Nombre de vivants des traitées. 
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5.4.2. Evaluation de la viabilité  

     Pour déterminer le nombre de cellules mortes, 6 μL de la suspension ont été prélevée et mise 

sur une lame de microscope. Le comptage consiste au dénombrement des cellules immobiles 

dans 5 champs différents pour chaque lame.  

Normalement, le protozoaire T. pyriformis est très mobile et possède une morphologie cellulaire 

qui ressemble à une poire. Pour que ces cellules soient considérées mortes, elles doivent être 

premièrement immobiles et deuxièmement, elles doivent avoir perdu leur morphologie en 

forme de poire. 

    Pour évaluer le nombre de cellules vivantes, 1 mL de la suspension a été prélevé et déposée 

dans un tube eppendorf auquel 1 mL de formaldéhyde 4% a été ajouté pour fixer et immobiliser 

les cellules. À partir de ce tube un volume de 6 μL a été transféré par capillarité entre la lame 

et la lamelle. Le nombre de cellules dans 5 champs a été compté. Ce dénombrement permet de 

déterminer le nombre de cellules totales (morte + vivante). 

   D’après les résultats obtenus à partir de comptage avant et après la fixation, on peut en déduire 

le nombre de cellules vivantes.  

5.5. Evaluation de l'activité cellulaire par le test MTT  

    La méthode MTT utilisée est celle décrite par Lizard et al. (1997). C’est une technique 

colorimétrique, dont le principe est basé sur la transformation d’un sel de tetrazolium MTT (3-

(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide) en formazan par réduction 

enzymatique.  

  En bref, le noyau tétrazolium qu’il contient est réduit, par la succinate déshydrogénase 

mitochondriale des cellules vivantes actives en formazan. Le formazan est un produit coloré 

(violet foncé), insoluble dans l’eau et l’intensité de cette coloration est proportionnelle au 

nombre de cellules vivantes présentes lors du test, mais aussi à leur activité métabolique. En 

présence de composés toxiques, un certain nombre de cellules meurent ou deviennent moins 

actives et ne présentent donc plus d’activité enzymatique mitochondriale. Le MTT n’est donc 

plus métabolisé en cristaux de formazan. 

     L’évaluation de l’activité cellulaire après les prétraitements est réalisée par l’ajout d’une 

solution de MTT à une concentration finale de 0,05 mg/ml. Après 3 heure d’incubation à 37°C, 
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la coloration violète est développée, la suspension cellulaire est centrifugée pendant 5 minutes. 

Les cristaux de formazan dans le culot sont solubilisés par l’ajout de 500 µL de DMSO. La 

densité optique (DO) de chaque puits est mesurée à 492 nm sur un Spectrophotomètre Elisa. 

     La détermination de CI50 est déterminée par interpolation linéaire sur des courbes donnant 

le pourcentage de viabilité en fonction de logarithme de la concentration testée. 

On note que le pourcentage de viabilité est donné par la relation :  

% 𝐕𝐢𝐚𝐛𝐢𝐥𝐢𝐭é =
𝐃.𝐎 𝐂𝐨𝐧𝐭𝐫𝐨𝐥𝐞−𝐃.𝐎 𝐞𝐜𝐡𝐚𝐧𝐭𝐢𝐥𝐨𝐧

𝐃.𝐎𝐂𝐨𝐧𝐭𝐫𝐨𝐥𝐞
 ×100 

5.6. Evaluation du stress oxydatif  

5.6.1. Préparation de l’extrait brut protéique  

   Les cellules de protozoaire cultivées en présence de H2O2, des extraits seuls et des extraits 

plus H2O2 ont été récupérés par une centrifugation 12000g pendant 15min, le culot obtenu est 

solubilisé par 1ml de tampon phosphate 50mM a Ph 7,4. L’extrait protéique brute est obtenu 

après homogénéisation par l’ultraturax pendant 20min, suivi d’une sonication. 

5.6.2. Dosage des Protéines  

  La méthode de Lowry est une technique colorimétrique particulièrement sensible se basant sur 

deux réactions colorimétriques (Lowry et al., 1951): 

 La réaction de Biuret, dans laquelle Cu2+, en présence d’une base, réagit avec la liaison 

peptidique en donnant une couleur bleu-profond et la chimie de Folin-Ciocalteu, dans laquelle 

un mélange complexe de sels inorganiques réagit avec les résidus tyrosine et tryptophane des 

protéines en donnant une intense couleur bleu-vert.  

      Dans un premier temps on prépare la solution A constituée : d’hydroxyde de sodium –

NaOH- (4 mg/ml), de carbonate de sodium Na2CO3 (20 mg/mL) et 500 mL d’H2O. 

 La solution B est constituée de potassium sodium tartrate KNaC4H4O6•4H2O (10 mg/ml), 

sulfate de cuivre CuSO4 (5 mg/ml) et 10 mL d’H2O. 10 µL de l'homogénat est mis en présence 

de la solution de Lowry A et B (50 :1). Le mélange est ensuite agité. Ensuite, on ajoute 0.1 mL 

de réactif de Folin- Ciocalteu (1 N). Après 30 minutes à 37°C, l’intensité de la coloration a été 

mesurée à 750 nm au spectrophotomètre. La concentration protéique des échantillons a été 
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calculée à partir d’une gamme d’étalonnage de BSA. La quantité de protéine est exprimée en 

mg/g de tissus.  

5.6.3. Dosage de l’activité enzymatique du superoxyde dismutase (SOD)  

La détermination de l’activité enzymatique de la SOD utilisée, est basée sur l'inhibition du 

nitrobleu de tétrazolium (NBT) et la réduction de riboflavine utilisée comme générateur de 

superoxyde. 

 La SOD catalyse la dismutation des anions superoxydes (O2-) pour donner H2O2 et l'oxygène 

moléculaire (O2) selon la réaction suivante : 

                                          2O2
•- +2H+ → H2O2 +O2 

   La méthode utilisée est celle décrite par (Paoletti et al., 1986). Un mélange de 1ml est 

constitué de 520 µl de tampon phosphate 50mM (PH 7,4) ,100µl de Triton X100 à 0,025%, 

100µl de EDTA à 1mM, 100µl de L-méthionine à 12mM, 60µl de NBT à 70µM, 20µl 

d’échantillon et 100µl de riboflavine à 2 µM. Ce mélange est exposé à la lumière d’une lampe 

de 15 Watt pendant 10 min pour induire la photoréaction de la riboflavine.  

La réduction de NBT est suivie par le spectrophotomètre à 560 nm. L’activité de SOD est 

mesurée selon la relation décrite par (Sun et al. 1988) . 

                    % Inhibition = (A blanc – A échantillon / A blanc) x 100 

(Une unité d’activité de SOD est définie comme la quantité d’enzyme nécessaire pour inhiber 

50% la réduction de NBT). 

5.6.3. Dosage de l’activité enzymatique de la Catalase (CAT)  

   La détermination de l’activité enzymatique de la catalase est basée sur la diminution de 

l’absorbance à 240,  qui est due à la dismutation de peroxyde d’hydrogène (H2O2) par la catalase 

avec un facteur d’extinction de 43,6 M-1.cm-1 (Ni et al., 2001) durant deux minute en prenant 

les valeurs toutes les 30 secondes et à une température de 25°C selon la réaction suivante :  

                                            2 H2O2                                2 H2O + O2 

      La solution d’ H2O2 (Sigma-Aldrich) a été fraichement préparée à une concentration de 

0.019M dans le tampon phosphate 50 Mm (Sigma-Aldrich), à partir d’une concentration initiale 

qui a été déterminée avant chaque utilisation, car la solution de H2O2 se dégrade avec le temps. 



 Matériels et Méthodes  
  

   80 
 
 

 

                                                        A = C. L. εM 

Dont  
 

A : l’absorbance à 240 nm de H2O2 

L : longueur de la cuve (cm) = 1cm 

εM : coefficient d’extinction molaire de H2O2 (M-1.cm-1) = 43,6 M-1.cm-1 

  

 La méthode utilisée est celle décrite par (Aebi, 1984). La réaction s’effectue dans une cuve en 

quartz en utilisant un spectrophotomètre. 

 

   La réaction se déclenche par l’ajout de 1 mL de peroxyde d’hydrogène 0.019 M dans un 

milieu 

réactionnel contenant 1,95 mL de tampon phosphate de potassium (0,05 M, pH 7,4), et 0,05 mL 

de l’extrait. La lecture de l’absorbance est effectuée tous les 30 seconds pendant 2 min à 240nm 

   Une unité de l'enzyme est définie comme 1 μmol de H2O2 consommée par minute et l'activité 

spécifique a été normalisée par rapport à la quantité de protéine totale, elle a été exprimée en 

unités catalase par mg de protéine (UI / min/mg de protéine). L’activité de la catalase est 

déterminée selon la formule suivante : 

                                      UI/g= (2.3033/∆T) × (logA1/A2) /g de protéine. 

Dont  

K : Constante de vitesse de la réaction d’ordre 1. 

T : Intervalle de temps en minute. 

A1 : Absorbance à t0 

A2 : Absorbance à t1 

 

5.6.4. Dosage de l’activité enzymatique de GPx  

    L’activité de la glutathion peroxydase (GPx) est mesurée selon la méthode de (Flohe and 

Gunzler, 1984). 

    En présence de glutathion réduit (GSH), la glutathion peroxydase réduit un hydroperoxyde 

(ROOH), tandis que GSH est oxydé en glutathion disulfure (GSSG). 

                                                                                GSH-Px 

2GSH +ROOH                            ROH+ GSSG + H2O 

 

                                                                                      GR 
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                                           GSSG+NADPH+H+                           2GSH+NAD 

  L’activité enzymatique de GPx a été calculée par la diminution du taux de glutathion réduit 

(GSH) en utilisant H2O2 comme substrat. Pour réaliser le dosage de la GPx, un milieu 

réactionnel de volume de 1 mL a été préparés contenant 0,3 m de l'homogénat, 0,3 mL de 

tampon phosphate (0,1M pH 7.4), 0,2 mL de GSH 2 mM 0,1 mL de sodium azide 10 mM et 

0,1 mL de H2O2 1 mM.  

   Après incubation à 37°C pendant 15 minutes, la réaction a été arrêtée par l’ajout de 0,5 mL 

d’acide trichloroacétique TCA (5 %). Une centrifugation 1 500 g pendant 5 minutes a été 

effectuée afin de récupérer 0,1 mL du surnageant qui a été ajouté à 0,2 mL de tampon phosphate 

50 mM et à 0,7 mL de DTNB [5-5’-dithiobis (acide -2- nitrobenzoïque)] (0,4 mg/ml, préparé 

dans le tampon phosphate à 0,4 M).  

   L’absorbance est lue à 420 nm et l’activité a été exprimée en μmol de GSH/min/mg de 

protéine (une gamme GSH est réalisée dans les mêmes conditions). 

5.6.5. Evaluation de marqueurs de stress  

5.6.5.1. Dosage MDA 

   Au cours de la peroxydation lipidique, un nombre important d’aldéhydes est formé par 

cassure des hydroperoxydes lipidiques. Les aldéhydes les mieux étudiés sont le 4- 

hydroxynonénal (4-HNE), le 4-hydroxyhexenal et le dialdéhyde malonique (MDA). Ils 

réagissent avec des antioxydants comme le glutathion, augmentant le stress radicalaire. Ainsi, 

une partie des produits de la peroxydation est rapidement métabolisée et un changement de 

concentration sera donc plus difficile à mettre en évidence. La méthode la plus employée est la 

mesure du dialdéhyde malonique par fluorimétrie après réaction avec l’acide thiobarbiturique 

(TBA) qui permet la quantification des complexes formés. 

   La réaction de dosage du malondialdéhyde, décrite par (Ohkawa et al., 1979),  repose sur la 

formation en milieu acide et à chaud entre le malondialdéhyde et deux molécules d'acide 

thiobarbiturique (TBA), d'un pigment absorbant à 532 nm, extractible par les solvants 

organiques comme le butanol. 

À 100µl de l’homogénat, nous avons ajouté 100µl de l’acide trichloroacétique (TCA) 20% et 

200µl de l’acide thiobarbiturique (TBA) 0.67 %, le mélange est chauffé à 100°C pendant 15 

minutes. Après refroidissement, on ajoute 1 mL de n-butanol. Une centrifugation à 3000 g 
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pendant 15 minutes a été effectuée. L'absorbance du surnageant contenant le pigment rose est 

lue à 532 nm. L’activité MDA est exprimée : 

                                                          [MDA] = A° / ξ (n mol) 

A° : La valeur de l'absorbance a 532 nm 

ξ MDA : Coefficient d'extinction molaire du MDA = 1.56 105 M-1cm-1 Dosage 

5.6.5.2. Dosage de la glutathion réduit (GSH) 

  Le principe de dosage est basé sur la réduction du réactif d'Ellman (5,5' dithio bis (Acide 2-

nitrobenzoique) (DTNB) par le groupement thiol pour former une mole d'acide 

nitromercaptobenzoique par mole de glutathion, selon la réaction :  

                                      2 GSH + DTNB → GSSG + 2 TNB 

  Après préparation des extraits protéiques, le taux du glutathion a été déterminé dans un milieu 

réactionnel de volume contenant, 200 µl de l’acide trichloracétique (TCA) (5 %) et 400 µl de 

l’extrait protéique. Après centrifugation à 12000g pendant 10 min, 50 µL du surnageant ont été 

prélevés et additionné 100 µL DTNB (acide 5, 5’-dithiobis- 2-nitrobenzoic) (6mM) et 850 µL 

de tampon phosphate (50 mM, pH = 8).  

La lecture de la densité optique est effectuée à 412 nm contre un blanc préparé dans les mêmes 

conditions avec le TCA (5 %). 

III. Etude in-vivo sur des rats  

1. Condition d'élevage 

1.1. Déclaration d'éthique 

 Toutes les expériences sur les animaux ont été approuvées par le comité d'éthique de 

l'Université Mohammed V (Rabat, Maroc), et étaient en conformité avec les recommandations 

de l'Institut national américain du Règlement sanitaire pour le soin et l'utilisation des animaux. 

Tous les efforts ont été faits pour réduire au maximum la souffrance de l'animal selon les règles 

d’étiques recommandés. 

1.2. Choix des animaux  

    Afin d’éviter la variabilité intersexe, nous n’avons utilisé que des rats males de la souche 

Wistar (1 ans d'âge, 240 ± 15 g de masse) en provenance de l’élevage de l’Université 



 Matériels et Méthodes  
  

   83 
 
 

Mohammed V. Les animaux sont hébergés au niveau de l’animalerie de laboratoire de 

physiologie et physiopathologie de la faculté des sciences de Rabat dans des cages en plexiglas 

(cinq rats par cage : n =5).   

    Les rats sont soumis pendant 10 jours à une période d’adaptation dans des conditions 

environnementales standards (cycle de lumière-obscurité de 12 heures, et de 20-25 ° C). La 

nourriture et l'eau étaient fournies à volonté.  

2. Traitement des animaux  

       Après acclimatation, les rats ont été répartis en fonction de leurs traitements en 7 groupes 

de 5 rats.  Pendant la durée de traitement, les animaux ont été nourris d’une alimentation solide, 

et l’eau de boisson étant l’eau de robinet. 

Le traitement a duré 28 jours au cours desquelles les rats ont reçu une nourriture enrichie en 

7% ou 14% de la poudre d’algue F. spiralis (Tableau 2).   

Les rats ont reçu une injection une semaine avant le sacrifice de Lipopolysaccharides (Sigma) 

(solution 1mg/ml dans de Nacl 0,9%), à raison de 500μg/ kg de poids vif de rat et par voie intra-

péritonéale. Dans les mêmes conditions expérimentales, les rats contrôles négatif ont reçu une 

injection intra-péritonéale du Nacl 0,9%. Les rats contrôles positives ont reçu de l’eau potable 

additionnée de vitamine C (10%), La vitamine C sert d'antioxydant commun, il est utilisée 

comme contrôle positif dans la présente étude (Pal and Sarkar, 2014). 

Tableau 2 : Les différents groupes de rats.  

 Les lots 

Traitement 1 2 3 4 5 6 7 

NaCl (0,9%)   +       

LPS (500µg/kg)  +   + +  

F.spiralis 7%    +  +   

F.spiralis 14%     +  +  

Vit C (10%)       + 
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3. Etude comportementale 

3.1. Tests moteurs 

3.1.1.Champ Ouvert ou "Open Field" 

 

 L’activité dans l’Open Fielde est un test classique qui permet d’étudier l’activité locomotrice 

horizontale et le redressement d’un animal vis-à-vis un d’un environnement nouveau et 

spacieux de façon spontanée ou après administration de drogues. 

La procédure implique généralement une confrontation forcée du rat avec la situation, 

produisant une négligence de la zone centrale de dispositif au profit de la périphérie de celui-

ci. 

 De ce fait, les animaux ont la tendance à passer plus de temps dans les coins et la périphérie de 

l’appareil plutôt que dans le centre, qui est alors considérée comme la zone la plus anxiogène 

(Crawley, 1981; Elizalde et al., 2010). Ce comportement ou le rongeur préfère se déplacer 

près des cloisons se nomme la thigmotaxie. L’augmentation de la distance parcourue et de 

l’activité générale dans la zone centrale peut être interprétée comme effet anxiolytique (Prut 

and Belzung, 2003). Le test du champ ouvert, a été initialement utilisé pour étudier l’émotivité 

chez les rongeurs (Prut and Belzung, 2003). La diapositive expérimentale se présente sous 

forme d’une boite rectangulaire en bois peinte ouverte sur sa base supérieure de 72 cm2, aux 

bords surélevés (36 cm) à l’aide de tracés blancs (Figure 22a).   

Ce test est effectué dans une salle isolée du bruit et faiblement éclairée. Le rat est initialement 

placé au centre de l’enclos et ses comportement exploratoires sont mesurés pendant une période 

de 10 minutes, les enregistrements se font par une caméra vidéo. Nous considérons que l’open 

Field est divisé en deux parties : une partie périphérique et une partie centrale marquée en jaune 

dans le schéma (Figure 22b). 
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Dans ce test, les paramètres quantifiés sont le nombre total de carreaux périphériques, ainsi les 

carreaux traversés dans la zone centrale. Un carreau traversé est défini comme correspondant 

au passage des quatre pattes de l’animal au – delà de l’une des lignes délimitant le carreau. Le 

nombre total de redressement dans la partie centrale, ou rearing, défini comme le soulèvement 

par l’animal des pattes avant au-dessus du plan horizontal avec extension du corps, ainsi que le 

temps passé dans la zone centrale, ont été comptabilisés. À la fin des 10 minutes imparties, 

l’animal est retiré et remit dans sa cage. Le fond de l’open Field est minutieusement nettoyé 

entre chaque test. Toutes les séances ont été effectuées entre 8h et 14h.   

3.1.2. Rota-rod 

Parmi les nombreux tests comportementaux développés pour évaluer les performances motrices 

des rats, le test du Rota-Rod est particulièrement adapté pour tester la coordination motrice, 

fonction généralement associé au cervelet (Crawley, 1999).  

Figure 162:a) Division du champ ouvert de la plateforme, l’activité générale dans la zone 

centrale jaune est in indicateur du niveau d’anxiété exprimé chez les rats. b) photographie 

du dispositif du champ ouvert 
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   L’appareil est un Rota-Rod modèle (Panlab Modèle, Harvad Apparatus, U.S) se composant 

d’un cylindre qui comporte 4 voies permettant d’y placer 4 rats à la fois, sans interférence. Le 

cylindre entraîne en mouvement de rotation autour de son axe, par un moteur électrique à vitesse 

réglable. L’appareil est muni d’un détecteur de chute mécanique et une minuterie pour chaque 

voie. 

Lorsque l’appareil est mis en marche, le cylindre tourne sur lui-même à une vitesse constante 

de 12 rpm. L’expérimentateur place l’animale sur le cylindre et répète l’opération après chaque 

chute. Placé sur le cylindre, l’animal doit se mouvoir dans le sens inverse du mouvement du 

cylindre et maintenir son équilibre à fin de ne pas tomber. 

     L’expérimentation a été réalisée comme décrite auparavant (Papp and Bal, 1987 ; Rozas 

et al., 1997). Tous les rats ont été entraînés au Rotarod, pendant deux jours pour se familiariser 

avec l’appareil à fin que leur performance lors du traitement ne subisse pas de biais par la 

nouveauté de la tache ainsi qu’à vérifier les habilités motrices de base. Pendant cette période 

d’adaptation, chaque rat a été placé sur le cylindre qui tourne à une vitesse graduelle de 4 à 20 

rotations par minutes, pour une durée maximale de 10 à 15 minutes. Au terme de ces deux jours, 

un niveau constant de performance est atteint.  

Au troisième jour, c’est-à-dire, le jour test, la performance au Rota Rod a été enregistrée pour 

chaque rat pendant cinq tentatives, pour une durée maximale de 3 minutes et la moyenne a été 

prise en considération. Plus la durée pendant laquelle le rat est resté sur le dispositif est élevée 

plus l’animal est performant. Le test et l’entrainement ont été effectués durant le jour, entre 9h 

et 14h (Figure 23). 

Figure 173: Photographie d’un appareil de Rota-Rod utilisé pour mesurer la coordination 

motrice. 
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 3.2. Tests non-moteurs 

3.2.1. Labyrinthe en Croix Surélevé (EPM 

Le comportement anxieux a été mesuré par le test du labyrinthe en croix surélevé (EPM). C’est 

un test qui permet de mesurer la peur et l’anxiété chez les rongeurs. Ce test exploite, chez le 

rat, la préférence des endroits sombres et fermés comme zone de confort et le désire d’explorer 

un nouvel environnement. Un rat anxieux, a tendance à rester dans le bras fermé, plutôt que 

d’explorer le bras ouvert. 

   Ainsi, le comportement anxieux est évalué à partir des pourcentages du nombre d’entrées et 

du temps passé dans les bras fermés par rapport au nombre d’entrées et du temps total passés 

dans les deux bras. 

 En fait, le labyrinthe en croix surélevé est construit en bois et possède deux bras d’une largeur 

de 10 cm et d’une longueur de 50cm. Les bras se croisent perpendiculairement eu centre du 

dispositif en laissant un espace de forme carré (10cm x 10cm) à leur intersection. Un bras est 

« fermé » (BF) de ses deux cotés par des murs dont la hauteur est de 40 cm, tandis que l’autre 

bras est « ouvert » (BO) sans murs. L’ensemble du dispositif se trouve à environ 75cm au-

dessus du sol, afin d'augmenter l'anxiété du rat qui se déplace sur le bras découvert (Figure 24).  

La hauteur et l’ouverture du bras ouvert sont considérées comme un stimulus anxiogène que 

l’animal aura tendance à éviter. Un conflit d’approche- évitement entre l’envie naturelle 

d’explorer un nouvel environnement et sa peur des espaces ouverts sera créé chez l’animal 

(Salum et al., 2003). 

  



 Matériels et Méthodes  
  

   88 
 
 

  

Chaque rat est testé une seule fois pendant 5 minutes, sans jamais avoir été exposés à l’appareil 

auparavant. En effet, il semble que la réponse comportementale de l’animale soit déterminante 

pendant les cinq premières minutes qui suivent son placement sur le labyrinthe (Walf and Frye, 

2007). 

L’essai débute lorsque l’animal est placé sur la plate –forme centrale, la tête tournée vers une 

des branches ouvertes, la même pour tous les rats, et chaque rat se mouvoir librement sur le 

dispositif pendant cinq minutes. Le comportement de l’animal pendant 5 minutes a été 

enregistré. Au bout de cette période, le temps passé à explorer le bras ouvert (une entrée n’est 

prise en compte que si les quatre pattes de l’animal sont dans le bras), le nombre d’entrées total 

et le pourcentage du temps passé dans le bras ouvert (temps passé dans le BO× 100/temps 

BO+temps BF) ont été mesurés.  

 L’ensemble de l’expérimentation se déroule dans une salle isolée du bruit et faiblement 

éclairée. Toutes les séances ont été effectuées pendant le jour, entre 9h et 14h. 

3.2.2. Nage forcée 

  Le test de la nage forcée ou test de Porsolt, développé par Porsolt et al., 1977. Ce test est 

largement utilisé pour mettre en évidence les propriétés antidépressives potentielles de 

nouvelles molécules. 

 Dans ce test, l’animal est placé dans un seau d’eau tiède (Figure 25), suffisamment rempli pour 

qu’il ne puisse ni poser sa queue sur le fond, ni s’échapper. Le rat tente dans un premier temps 

Figure 184: Dispositif expérimental du test du labyrinthe en croix surélevé. 
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de nager et de s’échapper, mais finit par se rendre compte qu’il ne peut pas. Au bout de quelques 

minutes, la proportion de temps passés à nager diminue au profil du comportement 

d’immobilité, c’est-à-dire que l’animal flotte passivement en n’effectuant que les mouvements 

nécessaires au maintien de sa tête hors de l’eau. Le temps d’immobilité est un indicateur de 

l’état pseudo-dépressif ou résigné de l’animal. Il est réduit par l’administration de la plupart des 

antidépresseurs classiques. Le principe du test est de mesurer la durée de la nage, incidence de 

sa combativité naturelle, et de l’immobilisation preuve de sa résignation. 

  

 

 

Figure 195 : Test de la nage forcée 

  

La procédure du test utilisée est celle décrite par Tazi et al., 1992. Le test est divisé étapes. La 

première étape est la phase d’habituation pendant laquelle chaque rat est introduit pendant 10 

min dans un cylindre en plexiglas (45 cm de hauteur et 30 cm de diamètre) contenant 35 cm 

d’eau maintenue à la température de 25 ± 2 ˚C. La profondeur du seau empêche l’animale de 

poser ses pattes postérieures sur le fond du cylindre. Vingt-quatre heures après le pré-test, un 

test de 10 min est réalisé dans les mêmes conditions. Après chaque session de la nage, l’animal 

est séché rapidement avec serviette et placé sous une source de chaleur pendant environ 30 min, 

puis replacé dans sa cage d’hébergement. C’est la réduction du temps d’immobilité des rats qui 

est mesuré dans ce test. 

Ce test a été réalisé pour tous les groupes d’animaux. Toutes les séances ont été 

effectuées pendant le jour, entre 9h et 14h. 
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4. Sacrifice des animaux et prélèvement des organes  

   Après 4 semaines de traitement, le sacrifice des rats a été réalisé sous anesthésie, à l’aide 

d’une solution d’hydrate de chloral.  

   Les organes prélevés (foie, Reins, le cœur), ont été d’abord lavés immédiatement avec de 

l’eau physiologique avant d’être pesés. Les cerveaux sont aussi rapidement extraits de la boite 

crânienne et placés sur un support en verre en contact avec de la glace (+4°C). Différentes 

structures cérébrales (hippocampe, cortex et cervelet). La moitié de toutes les structures 

cérébrales, sont immédiatement congelées dans la carboglace et stockées à -80°C jusqu’à leurs 

utilisations. D’autres échantillons de cerveaux ont été fixés dans une solution tamponnée de 

formol (10%) pour servir à des études histologique.  

   Le sang a été prélevé lors de la décapitation des rats, puis immédiatement centrifugé à 4°C 

(8000 g pendant 10 minutes), le plasma recueilli a été conservé à -80°C jusqu’à utilisation pour 

l’analyse des paramètres plasmatiques. 

   Des échantillons d’organes ont été prélevés, pesés et immédiatement broyés dans le Tris HCl 

à une température de 4 °C. Les surnageant ont été conservés à -80°C pour servir à des dosages 

biochimiques. D’autres échantillons de cerveaux ont été fixés dans une solution tamponnée de 

formol (10%) pour servir à des études histologiques.  

IV. Analyses statistiques  

Les résultats des tests effectués in vitro et in vivo sont exprimés en moyenne ± SD et moyenne 

± SEM respectivement. Les valeurs de CI50 (concentration inhibitrice à 50%) sont calculées par 

la méthode de régression linéaire à partir de la courbe [% inhibition = f (concentrations)].  

La différence entre le contrôle et les différents tests, est déterminée par le test de Student pour 

les comparaisons simples. Les valeurs de p≤0.05 sont considérées statistiquement 

significatives. 
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I. Screening chimique des extraits  

1. Détermination des paramètres chimiques des cinq algues  

Le Tableau 3 montre les paramètres chimiques des cinq espèces d’algues, F. spiralis, G. 

sesquipidale, B. bifurcata, C. stricta, C. himulis, en terme de la teneur en eau (humidité), 

cendres (matière minérale), lipides, protéines et en sucres totaux. 

Tableau 3: Composition chimique de différentes algues 

Espèce 
 

l'humidité 
% 

cendres 
% 

Les lipides 
% 

les protéines 
% 

les sucres 
% 

F. spiralis 69 6,08 2,5 6.67 15,81 
G. sesquipidale 50 5,74 1,09 23,59 19,58 
B. bifurcata 67 6,15 2,4 8,09 16,36 
C. stricta 62 12,22 2 ,2 6,28 17,30 
C. humilis 62 6,315 3 5,45 23,23 

 

1.1. Teneur en eau 

  D’après le Tableau ci-dessus, les résultats obtenus démontrent une variation quantitative de 

l’humidité entre 62% et 69%. La composition chimique des algues se caractérise par une 

richesse importante en pourcentage de l’eau. Cette dernière, varie de (62 à 69%) de la 

composition chimique de l’algue.  Nos résultats montrent que la teneur la plus élevé est trouvé 

chez F .spiralis avec une valeur de 69% et la plus faible teneur est notée pour G.sesquipedale 

avec une valeur de 50% de la matière sèche. La teneur en humidité pour les autres algues 

représente environ 62%, 67%, 62% chez C.stricta, B.bifurcata et C.humulis, respectivement. 

 Ces valeurs est en accord à ceux rapporté dans la littérature, chez Cystoseira compressa 

(84%)(Oucif et al., 2020). Cystoseira compressa (69,70%), Cystoseira barbata (62,27%) et 

Cystoseira corniculata (68,39 et 70,46%)(Ozgun and Turan, 2015; Polat and Ozogul, 2008). 

Ainsi, des taux plus faibles sont rapportés chez l’algue rouge Corallina officinalis (31,50%) et 

Jania rubens (44,55%) (Polat and Ozogul, 2008) 

   Dans la littérature, une teneur en humidité élevé a été rapporté chez l’algue brune Cystoseira 

abies-marina avec une valeur de (83,80% MS) (Patarra et al., 2011). En outre, un taux plus 

faible est rapporté chez l’algue rouge Corallina officinalis (31,50%) (Ozgun and Turan, 

2015). 
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 Les algues se développent dans un milieu marin et sont immergées dans de l’eau durant tout 

leur cycle de vie, c’est ce qui explique leur contenu élevé en humidité. Par contre, les algues 

qui possèdent des thalles calcifiés, telles que les espèces appartenant à la famille des 

Corallinaceae présentent un faible taux d’humidité.  

1.2. Teneur en matière minérale 

Concernant la teneur en composition minéral, le Tableau 3 montre que la valeur plus élevée 

est trouvée chez C. stricta (12%), chez les autres espèces la teneur ne dépasse pas 6%.  

la teneur en composition minéral chez les algues est généralement élevée (8 à 40% de la matière 

sèche), en raison de leur composition en polysaccharides sur leur surface cellulaire ce qui leur 

permettent de retenir les substances marines inorganiques (Mabeau and Fleurence; 1993  

Bocanegra et al., 2009). 

    La teneur en matière minéral chez les algues est très variable selon le site géographique de 

la récolte, l'exposition aux balancement de marrée, la saison, les espèces d'un même phylum, et 

les facteurs environnementales et physiologiques (Hou and Yan, 1998 ; Mabeau and 

Fleurence, 1993). Ruperez, 2002 a rapporté que la teneur en minéraux chez les algues brunes 

est plus élevée (39 à 30 % de MS) que celle des algues rouges (20 à 21 % MS). 

 Dans la littérature, la teneur en cendre (minérales) chez Fucus spp peut varier de 19% à 36% 

par matière sèche, ce qui est nettement plus élevé que les valeurs trouvées dans les plantes 

terrestres (Muraguri et al., 2016a). 

  En effet, la teneur moyenne en matière minérale de la plupart des légumes est bien inférieure 

à celle de Fucus spp. (par exemple, 10,4% MS dans les pommes de terre, 7,1% MS dans les 

carottes et les tomates et de (2,6% MS) dans le maïs sucré)(Cardoso et al., 2014). 

   D’autre part,  Mwalugha et al., (2015) ont montré que les deux espèces d’algues Eucheuma 

denticulatum et Laurencia intermedia présentent  une teneur plus élevée en cendres de (36,21%) 

et (30,32%), respectivement. Contrairement, la teneur en cendres trouvée par Muraguri et al., 

(2016) différait avec (27.13 % ) pour Eucheuma denticulatum et 25.62 % pour Laurencia 

intermedia. 

Dans notre étude, la teneur en cendres (19% à 36%)  est plus faible que celle rapportée par  

(Muraguri et al., 2016a) et considérablement inférieure à 27%  à celle rapportée par 

(Muraguri et al., 2016b). La variation de la teneur en cendres pourrait être liée à l'habitat, la 
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température et le pH du milieu marin, qui pourrait avoir une influence sur la minéralisation 

(Ozgun and Turan, 2015).  

 Cependant, Les algues sont très riches en minéraux essentiels et en oligo-éléments tels que le 

calcium, le sodium, le potassium et le magnésium (Hamed et al., 2015). L’analyse de la 

composition minérale a montré que la plupart des algues présentent une teneur plus élevée en 

Na que la valeur déclarée pour les légumes terrestres (USDA, 2001). 

1.3. Teneur en lipides  

La teneur en lipides varie de 1à 3% de la composition chimique des algues. C. humilis présente 

la teneur la plus élevé en lipide avec une valeur égale à 3%.  Par contre, G. sesquipedale présente 

la plus faible teneur en lipide avec un pourcentage de 1,09% (Tableau 3). 

 Nos résultat sont en accord avec ceux de en accord avec Gosch et al., (2012), ils ont  rapporté 

que  les algues brunes contiennent des teneurs en lipides totaux plus élevés que les algues vertes 

et les algues rouges. 

Généralement, la teneur en lipides des algues est faible (1 à 5% de matière sèche), avec une 

forte différence entre les espèces (Burtin 2003). Il a été rapporté que la teneur en lipides des 

algues rouges varie de 1,10% à 2,46% poids sec. Wong and Cheung, 2000, Ils ont constaté 

que les teneurs en lipides chez les algues rouges (Hypnea charoides et Hypnea japonica) et 

d'une algue verte (Ulva lactuca) sont très faibles (comprises entre 1,42 et 1,64% en poids sec).  

Chez les algues brunes, la teneur totale en lipides de Fucus spp. varie de 0,4 à 5% poids sec 

(Muraguri et al., 2016a). Il a été rapporté que F. spiralis présente la teneur en lipide la plus 

élevée (5% poids sec ) , tandis que la valeur la plus faible a été observée chez F. serratus (0,4%  

par poids sec. (Kim et al., 1996 ; Paiva et al., 2014) 

Cependant, Il a été rapporté que la composition biochimique, la teneur totale en lipides de Fucus 

spp.  varie selon les saisons, les conditions environnementales, les différences génétiques et 

plusieurs autres facteurs (Muraguri et al., 2016a). En fait, il a été rapporté que la teneur totale 

en lipides des algues est  plus élevée pendant l'hiver et au printemps, et plus faible pendant l'été 

(Nelson et al., 2002).  

Chez les algues, les lipides sont caractérisés principalement par des acides gras saturés et 

monoinsaturés, mais de nombreuses algues présentent le potentiel d'accumuler des acides gras 

polyinsaturés (AGPI) à longue chaîne (Khozin-Goldberg and Boussiba, 2011) 
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1.4. Teneur en protéines 

A propos de la teneur en protéine, les cinq algues présentent environ 5 à 23% de la composition 

chimique en protéines, avec une teneur plus élevée chez l’algue rouge G. sesquipedale qui est 

égale 23,59 % (Tableau 3). C.humilis présente la teneur la plus faible (5,45%) comme chez 

Cystoseira elongata (5,85%)  et Cystoseira officinalis (5,91%) (Ismail, 2017; Oucif et al., 

2020)  

 Dans la littérature, Burtin, (2003) a rapporté que la concentration en protéines chez les algues 

brunes varie de 5 à 11% de la matière sèche, par contre les algues vertes et rouges possèdent un 

teneur qui varie de 10 à 30% de la matière sèche.  

D’après le Tableau, l’algue brune F.spiralis montre une teneur qui égale 6.67 %. Néanmoins, 

elle est considérablement plus faible que celles rapportées par d’autres auteurs chez les Fucus 

spp. Fucus serratus qui ont montrés une teneur plus élevée en protéines de 17% de matière 

sèche, tandis que Fucus vesiculosus et Fucus spiralis accumulent jusqu'à 11% de protéines 

(Muraguri et al., 2016a). 

En outre, la teneur en protéines chez l’algue Stypopodium schimperi présente une différence 

selon les études, Polat and Ozogul, (2013) ont trouvé une teneur faible qui égale (2,68 ± 0,06% 

poids sec), que la teneur 65.19±4.32 mg g-1 trouvée par (Ozgun and Turan, 2015). Ces niveaux 

variaient probablement selon la saison et les conditions environnementales. La teneur en 

protéines des algues varie non seulement entre les espèces mais aussi entre les habitats, la 

maturité et la période de l'année  (Stirk et al., 2007 ;Zucchi and Necchi, 2001) 

La teneur en protéines chez les algues brunes ont généralement faible et très sensible à la 

saisonnalité, les teneurs les plus élevées sont observées à la fin de l'hiver et au printemps 

(Galland-Irmouli et al., 1999). Ainsi, d’après Fleurence, (1999), les algues brunes 

contiennent  généralement une teneur faible en  protéines (3–15% MS) que les algues vertes et  

rouges. 

  Les variations de la teneur en protéines peuvent être liées aux valeurs de températures, les 

saisons. Ils peuvent être aussi proportionnelle à la différence entre les espèces, la localisation 

géographique et les conditions environnementales (Fleurence, 1999; Ismail, 2017) 
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1.5. Teneur en sucres totaux  

Les résultats de de la teneur en sucres des cinq algues sont représentés dans le Tableau 3. Les 

résultats obtenus montrent une variation quantitative de sucre entre 23,23% chez C. humilis et 

% 15,81 chez F.spiralis. Le contenu en sucre chez l’algue rouge G.sesquipedale est la plus 

élevé (23,23%), suivie des algues G.sesquipedal, B. bifurcata, C. stricta avec des teneurs de 

(19,58%), (16,36%) et (17,30%), respectivement (Tableau 3). 

Généralement les sucres sont la fraction la plus abondante dans toutes les algues étudiées. Cet 

résultat est en accord avec ceux rapporté par Muraguri et al., (2016a), Il ont montré que la 

fraction en carbohydrate est le plus abondante dans les Fucus spp.   

Selon, Ozgun and Turan, (2015), Les concentrations de glucides des macroalgues varient de 

12,25 ± 1,60 à 47,92 ± 5,66 mg g-1, avec une différence significatives entre les algues brunes.  

Chez les algues, les sucres sont considérés comme les composés biochimiques les plus 

importants, puisqu'ils représentent la principale source d’énergie pour les voies métaboliques. 

Il a été rapporté que la concentration en carbohydrates est plus élevée chez les algues vertes, 

suivie des algues brunes et rouges (Kasimala et al., (2017) . Cette différences est probablement 

dû au fait que les espèces de chlorophycées poussent en eau peu profonde, sous une forte 

exposition au soleil, ceci leur permet de synthétiser plus de carbohydrates par photosynthèse. 

2. Analyses phytochimiques des métabolites secondaires 

2.1. Analyse qualitative 

La mise en évidence de différentes classes des métabolites secondaires constituants des algues 

nous a permet d’orienter leur screening pharmacologique. Des tests phytochimiques des extraits 

d’algues ont été réalisés en relation avec l’intensité du précipité et la coloration, proportionnels 

à la quantité de composés recherchés.  

  D’après le Tableau 4, différentes familles de métabolites secondaires sont présentés dans les 

algues testées. Chez G.sesquipedale, les tanins et les stéroïdes ne sont pas mis en évidence par 

le screening phytochimique. Chez F.spiralis, les extraits renferment les polyphénols, les 

flavonoïdes, les tanins en quantité élevés, par contre les stéroïdes et les saponines sont détectées 

en faible quantité (Tableau 4). 
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Les deux algues brunes C. stricta et C. humilis renferment toutes les métabolites secondaires 

avec une quantité élevée des stéroïdes et les tanins chez C. stricta.  

Les stéroïdes sont détectés en quantité élevée par rapport aux autres métabolites chez B. 

Bifurcata. La richesse de F. spiralis en polyphénols (flavonoïdes et tanins) justifie leur grande 

efficacité dans l’usage thérapeutique.  

Tableau 4 : Résultats des tests phytochimiques des cinq algues étudiées. 

. 

 

Les espèces d’algues 

polyphénols 

totaux 
flavonoïdes tanins stéroïdes saponines 

F. spiralis +++ +++ +++ + + 

G. sesquipidale + + - - +++ 

B. bifurcata + + ++ +++ + 

C. stricta ++ ++ +++ +++ ++ 

C. humilis ++ ++ ++ ++ ++ 

      

 

2.2. Analyse quantitavie 

Le Tableau ci-dessous présente les résultats de l’analyse colorimétriques de la teneur en 

polyphénols et flavonoïdes des cinq espèces d’algues. Les polyphénols totaux ont été 

déterminés par la méthode de folin-Ciocalteu. Le pyrocatéchol a été utilisé comme standard 

pour les polyphénols et la quércitine comme standard pour les flavonoïdes. 

Tableau 5 : la teneur en polyphénols et flavonoïdes totaux des extraits des algues étudiés. 

Les extraits 
Rendement 

(%) 

Le taux en polyphénols 

(µg EP/mg extrait) b 

Le taux en flavonoïdes 

(µg EQs/mg extrait)c 

C. stricta 25,32 7,24 ± 0,03 8,53 ± 0,02 

C. humilis 25,16 7,68 ± 0,05 6,72 ± 0,02 

F. spiralis 40,84 22,9 ± 0,06 26,9 ± 0,03 

B.bifurcata 26,24 4,68 ± 0,04 4,26 ± 0,02 

G. sesquipedale 19,28 11,1 ± 0,03 5,84 ± 0,02 
aLes valeurs sont exprimées en moyennes ± standard erreur de trois mesures parallèles (p<0,05). 
b EPs: équivalents de pyrocatéchol. 
c EQs: équivalents de quercétine. 

 

2.2.1. Rendement d’extraction  

Le Tableau montre les rendements en pourcentage des extraits éthanoliques des algues étudiées. 

Les rendements (Tableau 5) ont été déterminés par rapport à 100 g de la matière végétale sèche 
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de l’algue. D’après le Tableau ci-dessus, on note que l’extrait phénolique de l’algue brune F. 

spiralis enregistre un fort rendement de l’ordre de 40 % suivi par l’extrait de B.bifurcata avec 

une valeur qui égale 26,24 % (Tableau 5). 

 En ce qui concerne, les deux algues brunes C. stricta, C. humilis les valeurs sont proche et 

varient entre 5.5 % et 1.20 %. Le rendement le plus faible est observé pour l’extrait de l’algue 

rouge G. sesquipedale 19,28 %. 

2.2.2. Détermination de la teneur en polyphénols  

 Les résultats du dosage de la teneur en polyphénols totaux des cinq espèces d'algues montrent 

que la teneur varie de 4,68 ± 0,04 à 22,9 ± 0,06 µg d'équivalent de pyrocatéchol par mg d'extrait 

(PE/mg d'extrait). L’extrait éthanolique de F. spiralis montre une teneur en polyphénols plus 

élevée que celle des autres algues avec une concentration de 22,9 ± 0,06 µg EP/mg d’extrait 

suivie par G. sesquipedale , C.humilis et C. stricta avec des teneurs de 11,1 ± 0,03, 7,68 ± 0,05 

et 7,24 ± 0,03 µg EP/mg d’extrait, respectivement.  Par contre, B. bifurcata présente la teneur 

la plus faible avec une concentration de 4,68 ± 0,04 µg EP/mg d’extrait (Tableau 5).  

Les composés phénoliques (les flavonoïdes, les acides phénoliques et les tanins) sont considérés 

comme des antioxydants puissants de rupture de chaîne qui peuvent participer directement à 

l'action antioxydante (Shahidi et al., 1992). La teneur en polyphénols peut servir comme un 

indicateur important pour étudier le pouvoir antioxydant, elle est utilisée comme une méthode 

préliminaire pour n'importe quel produit quand il est destiné comme une source naturelle des 

antioxydants dans les aliments fonctionnels (Viuda-Martos et al., 2011).  

  Dans une étude précédente, la teneur en polyphénols totaux chez F. spiralis est rapporté de 

1.15 ± 0.06 mmol d'équivalents d'acide gallique / g de poids sec, ce qui correspondant à 195,6 

µg d'EAG par mg d'extrait (Peinado et al., 2014). Dans une autre étude réalisée par 

Chakraborty et al., (2013), l'extrait méthanolique de Turbinaria ornata et Turbinaria conoides 

présentent une teneur en composés phénoliques plus élevée avec des valeurs de 16,64 ± 0,10 et 

3,42 ± 0,35 mg d’EAG/g d’extrait, respectivement. Nos résultats sont en accord avec ceux 

trouvés par Sabeena Farvin and Jacobsen, (2013), qui ont montré que tous les extraits 

éthanoliques de l'espèce Fucus possèdent une teneur élevée en polyphénols totaux avec des 

valeurs de 32 à 1920 mg/100 g d'algues sèches. 
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2.2.3. Détermination de la teneur en flavonoides 

  Concernant la composition en flavonoïdes, les teneurs en flavonoïdes varient de 4,26 ± 0,02 à 

26,9 ± 0,03 µg d'équivalents de quercétine par mg d'extrait (EQ/ mg d'extrait). L'extrait 

éthanolique de Fucus spiralis présente une teneur plus riche en flavonoïdes avec une 

concentration de 26,9 ± 0,03 EQ/ mg d'extrait, suivie par C. stricta et C. humilis et G. 

sesquipedale avec des teneurs de 8,53 ± 0,02, 6,72 ± 0,02 et 5,84 ± 0,02 EQ/ mg d'extrait, 

respectivement. En revanche, la teneur la plus faible est observée chez l’algue brune B. 

bifurcata avec une valeur de 4,26 ± 0,02 EQ mg d'extrait (Tableau 5).  

Les flavonoïdes, ce sont des composés phénoliques naturels qui présentent une activité anti-

inflammatoire, anticancéreuse, antiproliférative et antioxydante. Les flavonoïdes possèdent la 

chimie idéale pour une activité importante pour le piégeage des radicaux libres en raison de la 

présence d'une forte réactivité en tant que donneurs d'hydrogène ou d'électrons et d'une activité 

de chélation des métaux. 

Également, les flavonoïdes sont connus par leurs activités protective chez l’humain contre les 

effets des maladies coronariennes (Xiao et al., 2011). Selon Haddar et al., (2012), la teneur en 

flavonoïdes chez l’algue brune Cystoseira Barbara varie de 5 à 8 mg d'EQ/g d'extrait sec. 

Cependant, les flavonoïdes sont considérés comme des inhibiteurs des enzymes impliquées 

dans la production des ERO. Il a été rapporté que les flavonoles quercétine, kaempferol, 

galangine, et le flavone apigénine sont des inhibiteurs des enzymes du cytochrome P450 

impliquées dans la production des ERO (Sandhar et al., 2011). 

2.3. L’activité antioxydante  

   Dans notre étude, nous avons testé le pouvoir antioxydant des algues par cinq tests chimiques 

en l’occurrence la capacité des composés à piéger des radicaux libres (DPPH, ABTS), la 

peroxydation des lipides (blanchissement de β-carotène), chélation des métaux de transition 

(Fer), CUPRAC et à tester le pouvoir réducteur de cuivre de différents extraits d’algues. 
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Tableau 6 : l'activité antioxydant des extraits par le test DPPH., β-carotène- acide linoléique, ABTS et 

chélation des métaux.  

 
 

Test de DPPH  
IC50 (µg/mL) 

Test d’ABTS.+  
CI50 (µg/mL) 

Test de β-
carotène-acide 
linoleique  
CI50 (µg/mL) 

Test de Fe2+ 
Ferrin CI50 
(µg/mL) 

Test de CUPRAC 
(µg d’equivalents 
de Trolox / mg 
extrait) 

C. stricta 78,73 ± 1,1 113,4 ± 2,1 13,58 ± 1,2 198,9 ± 5,9 24,06 ± 0,02 

C. humilis 121,1 ± 1,3 57,81 ± 1,3 27,58 ± 0,8 136,1 ± 4,4 12,98 ± 0,03 

F. spiralis 47,23 ± 3,8 5,95 ± 0,6 13,25 ± 0,9 55,01 ± 1,9 55,24 ± 0,04 

B. bifurcata 208,5 ± 1,4 130,6 ± 1,9 48,60 ± 3,2 45,22 ± 0,9 12,92 ± 0,03 

G. sesquipedale 84,61 ± 3,9 44,46 ± 2,4 75,36 ± 3,6 83,73 ± 2,9 8,25 ± 0,01 

α-Tocopherolb 12,26 ± 0,07 4,87 ± 0,56 2,10 ± 0,08 NT - 

BHT b 54,96 ± 0,99 4,10 ± 0,06 1,34 ± 0,09 NT - 

Quercetine b 2,07 ± 0,11 1,18 ± 0,03 1,80 ± 0,10 250,1 ± 0,07 - 

ETDA b NT NT NT 6,50 ± 0,07 - 

NT= Non testé, 
a Les valeurs sont exprimées en moyennes ± standard erreur de trois mesures parallèles, 
b les standards 

 

2.3.1. Test de DPPH  

    L'analyse du potentiel antioxydant par la technique de DPPH montre que les cinq extraits 

d’algues sont dotés d'un potentiel antioxydant avec un peu de différence entre les espèces 

(Tableau 6). 

  D’après les résultats représentés dans le Tableau, l’extrait éthanolique de F. spiralis possède 

une activité de piégeage du radical DPPH importante qui est estimé par une CI50 (47.23 ± 3.8 

µg/mL) qui est un peu élevée que l’antioxydant standard BHT qui a montré une CI50 (54.96 ± 

0.99 µg/mL). F. spiralis présente une meilleure activité qui est deux fois plus élevées que celles 

de Gelidium sesquipedale et C. stricta. Tandis que C. humilis et B. bifurcata présentent une 

activité plus faible avec une CI50 égale à 121,1 ± 1,3 et 208,5 ± 1,4 µg/mL, respectivement, qui 

est inférieur à celle de F. spiralis (Tableau 2).  

Le test de DPPH permet de tester la capacité des antioxydants solubles dans les milieux 

organiques. Dans notre étude, l'activité antiradicalaire la plus élevée est observée chez l’algue 

brune F. spiralis avec une activité inhibitrice meilleure que celle du contrôle positive BHT. 

Dans la littérature, des auteurs ont montré que les algues brunes possèdent une activité 
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importante de piégeage de DPPH par rapport aux autres espèces d’algues (Paula B Andrade 

et al., 2013). 

 Dans une autre étude, des auteurs ont trouvé que F. spiralis possède une meilleure  activité 

antiradicalaire  de DPPH  avec une valeur de 1.15 ± 0.06 mmol trolox / g de matière sèche 

(Peinado et al., 2014).  Ainsi, d’autre auteurs ont montré que les algues brunes en général 

possèdent une meilleure activité antiradicalaire de DPPH que les algues rouges, et les espèces 

du genre Fucus sont trouvés comme meilleures inhibiteurs du radical DPPH (Jimenez-Escrig 

et al., 2001; Wang et al., 2009).  

2.3.2. Test ABTS  

  Concernant le test de l’ABTS, F. spiralis a montré également une activité importante de 

piégeage du radical ABTS+. Avec une IC50 égale à (5,95 ± 0,6 µg/mL), qui est comparable à 

ceux des antioxydants standards l'a-tocophérol (4,87 ± 0,56 µg/mL) et le BHT (4,10 ± 0,06 

µg/mL). De plus, les extraits de G. sesquipedale et C. humilis montrent une meilleure activité 

inhibitrice d’ABTS avec IC50 égale à 57,81 ± 1,3 et 44,46 ± 2,4 µg/mL, respectivement, qui est 

inférieure à ceux de l'a-tocophérol, BHT et de la quercétine. Par contre, B. bifurcata et C. stricta 

présentent une activité antiradicalaire plus faible que celle de Fucus spiralis avec une IC50 égale 

à 113,4 ± 2,1 et 130,6 ± 1,9 µg/mL, respectivement (Tableau 6). 

ABTS teste la capacité des antioxydants qui sont solubles dans les milieux lipophiles et 

hydrophiles. Un autre avantage par rapport au test DPPH est que l'ABTS teste également les 

composés qui présentent un encombrement stérique (Demirkiran et al., 2013). Dans la 

présente étude, la meilleure activité inhibitrice est observée chez F.spiralis avec une valeur 

comparable à celle des standards a-tocophérol et BHT.  

Dans la littérature, l’extrait éthanolique de Sargassum wightii a montré une activité 

antiradicalaire ABTS plus élevée par rapport aux algues vertes et rouges (Seenivasan and 

Indu, 2013). 

2.3.3. Test d’acide linoléique-β carotène 

 Concernant le test d’inhibition de l’oxydation couplée acide linoléique-β carotène, tous les 

extraits éthanoliques étudiés présentent une activité antioxydante remarquable avec une CI50 de 

(75.36 ± 3.6 µg/mL), mais cette activité est faible par rapport à celle du standard l'a-tocophérol 

(2.10 ± 0.08), BHT (1.34 ± 0.09 µg/mL) et de la quercétine (1.80 ± 0.10 µg/mL).  
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Les deux algues F. spiralis et C. stricta présentent une activité d'inhibition de la peroxydation 

lipidique plus élevée avec une CI50 égale à (13.25 ± 0.9 µg/mL) et (13.58 ± 1.2 µg/mL) 

respectivement. Par contre, Gelidium sesquipedale a démontré la plus faible activité avec une 

CI50 qui est 6 fois inférieure à celle de Fucus spiralis (Tableau 6). 

 La teneur totale en caroténoïdes de Fucus serratus était d'environ 0,08% des cellules séchées 

extraites, et la fucoxanthine comprend environ 70% du caroténoïde total (Liaaen-Jensen and 

Haugan, 1989). Dans la présente étude, F. spiralis et C, stricta contient une teneur élevée en 

polyphénols avec une forte activité d’inhibition de la peroxydation lipidique. Ce résultat est en 

accord avec ceux rapportés par Holdt and Kraan, (2011), ils ont rapporté que la teneur en 

fucoxanthine varie de 172 à 720 mg/kg de poids sec chez les algues brunes, avec une forte 

teneur chez l’algue brune Fucus serratus. 

2.3.4. Test CUPRAC 

 Dans le test de CUPRAC, toutes les algues montrent une activité réductrice de cuivre. 

Pareillement que les résultats obtenus par le test DPPH et ABTS, F. spiralis présente une 

meilleure capacité antioxydante avec une valeur égale à (55.24 ± 0.04 µg ETrolox / mg extrait). 

Par contre, l’algue rouge G. sesquipedale possède la plus faible activité avec une valeur égale 

à (8.25 ± 0.01 µg ETrolox / mg extrait) qui est 6,7 fois inférieure à celle de l’algue brune Fucus 

spiralis. Tandis que, Cystoseira humilis et Bifurcaria bifurcata présente une activité 

antioxydante 4 fois plus faible que celle de Fuccus spiralis avec une valeur égale à (12.98 ± 

0.03 et 12.92 ± 0.03 ETrolox / mg extrait) respectivement. Ainsi, Cystoseira stricta montre une 

activité 2 fois plus faible que celle de Fucus spiralis avec une valeur de (24.06 ± 0.02 ETrolox 

/mg extrait). 

L'évaluation de l'activité antioxydante de l'extrait de fucoïdane de l'algue brune Padina 

distromatica a montré une capacité importante de réduction de cuivre (Paul, 2014). Les 

capacités antioxydantes les plus élevées du test CUPRAC ont été observées pour certains acides 

phénoliques (Apak et al., 2008). 

2.3.5. Test de chélation des ions ferreux 

 Les résultats de la capacité de chélation des ions ferreux ont montré que tous les extraits 

d'algues présentent une activité d’inhibition importante qui varie de 45,22 ± 0,9 à 198,9 ± 5,9 

µg/mL, mais cette activité reste plus faible que celle du standards EDTA (6,50 ± 0,07 µg/mL). 
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Par contre, tous les extraits testés présentent une meilleure capacité de chélation des ions ferreux 

que celle du contrôle positive quercétine (250,1 ± 0,07 µg/mL).  

L'extrait éthanolique de l'algue brune B. bifurcata montre une meilleure activité chélatrice des 

ions ferreux avec une CI50 (45,22 ± 0,9 µg/mL).  F. spiralis et G. sesquipedale présentent des 

activités inhibitrices une fois plus faible que celle de B. bifurcata. Ainsi, les algues brunes C. 

humilis et Cystoseira stricta montrent une activité inhibitrice qui est 3 et 4 fois respectivement 

plus faibles que celle de B. bifurcata (Tableau 6). 

 Dans notre étude, l'extrait éthanolique de F. spiralis présente une meilleure activité dans tous 

les tests d'activité antioxydante, sauf dans le test d'activité de chélation des métaux. Cela 

suggère que F. spiralis contient principalement des composés antioxydants lipophiles et de 

faible poids moléculaire en bonne quantité.  

   Dans la présente étude, l'algue brune B. bifurcata a montré une meilleure activité de chélation 

de métaux, bien qu'elle présente une activité relativement plus faible dans d'autres tests. La 

complexité chimique des extraits d'algues peut interférer de manière significative dans les 

activités biologiques des produits naturels (Nickavar and Esbati, 2012). Des résultats 

similaires ont été rapportés pour les extraits d'algues islandaises (Palmaria palmata et 

Chondrus crispus) qui présentent une forte activité de chélation des ions ferreux tandis que 

ceux qui présentent la faible teneur en polyphénols entraînent une activité de piégeage des 

radicaux libres DPPH plus faible  (Wang et al., 2009). 

       Les polyphénols contribuent à l’inhibition de la formation des radicaux libres par la 

chélation de métaux de transition tels que le fer (Fe2+) et le cuivre (Cu+), qui sont essentiels 

pour de nombreuses fonctions physiologiques. Ils entrent notamment dans la composition des 

hémoprotéines et de cofacteurs d’enzymes du système de défense antioxydant (Fe pour la 

catalase et Cu pour le superoxyde dismutase).  

2.4. L’activité inhibitrice des enzymes 

 Ces dernières années, l’inhibition des enzymes a attiré l’attention des scientifiques 

biomédicaux. Dans ce contexte, nous avons étudié le potentiel inhibiteur de certains enzymes 

(tyrosinase, uréase, l'acétylcholinestérase et butyrylcholinestérase) par les extraits d’algues 

dans le but de trouver de nouveaux inhibiteurs de ressource marines, ce qui peut aider dans le 

traitement ou dans la prévention de certains maladies. 
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Tableau 7 : l’activité inhibitrise d’Acetylcholinesterase, butyryl-cholinesterase, tyrosinase et 

uréase des algues étudiées a. 

Les extraits  
Test d’AChE  

CI50 (µg/mL) 

Test de BChE  

CI50  (µg/mL) 

Test de Tyrosinase 

CI50 (µg/mL) 

Test d’Uréase  

CI50 (µg/mL) 

C. stricta 83.11 ± 2.1 69.37 ± 1.9 28.11 ± 2.8 25.97 ± 1.9 

C. humilis >200 >200 84.08 ± 0.9 148.1 ± 4.8 

F. spiralis 28.92 ± 1.8 11.7 ± 2.8 6.19 ± 0.4 10.96 ± 1.3 

B. bifurcata 141.2 ± 1.3 177.2 ± 0.9 >200 191.9 ± 5.1 

G. sesquipedale >200 >200 >200 >200 

Galantamine b 0.005 ± 0.00 0.051 ± 0.00 NT NT 

Acide Kojic b NT NT 0.67 ± 0.06 NT 

L-Minosine b NT NT 0.64 ± 0.04 NT 

Thiourea b NT                NT NT 23.8 ± 0.2 

Acetylcholinesterase (AChE), butyrylcholinesterase (BChE) 

 a Les valeurs sont exprimées en moyennes ± standard erreur de trois mesures parallèles).  

bles standarts. 

 

2.4.1. l’activité anticholinesterase 

Dans cette étude, nous avons testé l’activité anticholinesterase des cinq algues. La galantamine 

a été utilisée comme contrôle positif pour comparer les résultats. 

 Parmi les extraits testés, l'algue brune F.spiralis présente l’extrait le plus actif pour les activités 

inhibitrices d'AChE et BChE avec CI50 de l’ordre 28.92 ± 1.8 et 11.7 ± 2.8 µg/mL, 

respectivement. En comparaison avec le standard, tous les extraits testés montrent une activité 

moins importante à celle de la galantamine. 

De même, l’algue brune B. bifurcata, qui a montré une meilleure activité de chélation, a montré 

également une bonne activité anticholinestérase. En revanche, C. stricta possède une meilleure 

activité inhibitrice AChE et BChE avec CI50 de l’ordre 83.11 ± 2.1 et 69.37 ± 1.9, 

respectivement, qui est inférieur à celle de F. spiralis. Par contre, les autres algues étaient 

inactives contre les deux enzymes (Tableau 7). 

L’acétylcholinestérase (AChE) est un enzyme responsable de la métabolisation de 

l’acétylcholine. Cependant, l’inhibition de ce neurotransmetteur va engendrer une diminution 
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du turn- over de l’acétylcholine et donc augmenter les effets cholinergiques. L'inhibition de 

l'enzyme acétylcholinestérase (AChE), qui catalyse la dégradation de l'ACh, est considérée 

comme une approche thérapeutique utile pour le traitement symptomatique de la maladie 

d'Alzheimer (Pangestuti and Kim, 2011). 

Dans la Maladie d’Alzheimer (MA), les cellules nerveuses se détériorent progressivement, 

surtout celles qui produisent de l’acétylcholine. Les inhibiteurs de l’acétylcholinestérase sont 

utilisés pour diminuer les symptômes de la maladie d’Alzheimer. Leur action donc diminue 

l’activité de l’acétylcholinestérase et favorise l’élévation de la concentration d’acétylcholine 

dans le cerveau. 

Il a été rapporté que les composés antioxydants ont la capacité d'inhiber les enzymes 

acétylcholinestérase et butyryl-cholinestérase (Atta-ur-Rahman and Choudhary, 2001; 

Moodie et al., 2019).  

Dans la présente étude, les résultats montrent que F.spiralis, B.bifurcata et C.stricta possèdent 

des composés anticholinésérases importantes, qui pourraient être utilisés comme des agents 

thérapeutiques pour la maladie d'Alzheimer. Dans une autre étude, il a été rapporté que les 

algues d’Afrique du Sud ont montré une activité inhibitrice de l'acétylcholinestérase, parmi 

lesquels les extraits de Dictyota humifusa qui ont  montré une efficacité importante pour inhiber 

l'AChE (Stirk et al., 2007). 

   Selon les résultats de Custodio et al., (2016), ils ont montré que les deux algues Cystoseira 

tamariscifolia et Cystoseira nodicaulis ont une forte activités anticholinestérases (Custodio et 

al., 2016). Le screening de l'activité inhibitrice de l'AChE et de la BChE sur différents extraits  

éthanoliques des algues a montré que les extraits de Cystoseira usneoides et Fucus spiralis sont 

de puissants inhibiteurs des cholinésterase (Paula B. Andrade et al., 2013).  

Les algues Ecklonia maxima, Ecklonia stolonifera et Ishige okamurae ont été également  

considérés comme des sources des inhibiteurs de l'AChE  (Rengasamy R.R. Kannan et al., 

2013; Yoon et al., 2008; W.-J. Yoon et al., 2009). 

 

2.4.2. Activité inhibitrice de la tyrosinase 

D’après le Tableau 7, on constate que toutes les algues montrent une activité inhibitrice de la 

tyrosinase Sauf B. bifurcata et G.sesquipedale.   F. spiralis présente l'activité inhibitrice la plus 

élevée avec CI50 de l’ordre 6.19 ± 0.4, qui est inférieur à celles des standards l’acide cojique et 

L-Minosine (0.67 ± 0.06 0.64 ± 0.04 µg/mL), respectivement (Tableau 7). 



 Résultats et Discussion   
  

 

   106 
 
 

De même, C, stricta et C. humilis présentent également une activité inhibitrice de la tyrosinase 

avec CI50 de 28.11 ± 2.8 84.08 ± 0.9 µg/mL, respectivement, qui est inférieur à celle de 

F.spiralis et standarts. 

L'enzyme tyrosinase est un polyphénol oxydase qui contient du cuivre. Il conduit à la formation 

de la mélanine, c’est un pigment joue un rôle primordial dans la prévention des organismes 

contre des propagations des radicaux libres et les effets néfastes des rayonnements. Les 

tyrosinases jouent un rôle important dans le traitement de l’hyperpigmentation et d’autres 

maladies liés à la peau. 

Cependant, des produits cosmétiques qui inhibent l'enzyme tyrosinase en empêchant 

hyperpigmentation de la peau ont été extraits à partir des algues. Des extraits pures riche en   

zéaxanthine extraite à partir de Nannochloropsis oculata  ont été breveté pour être utilisé dans 

les crèmes (Babitha and kim, 2011). Ainsi, il a été rapporté que la fucoxanthine isolée de 

Laminaria japonica inhibe la mélanogenèse chez la souris irradiée aux UV-B (Thomas and 

Kim, 2013). 

 Les inhibiteurs de la tyrosinase sont utilisés comme agent de blanchissement dans les produits 

cosmétiques et dans les traitements cliniques de la peau (Shiino et al., 2001). Il a été rapporté 

que les composés piégeur les radicaux libres DPPH tels que certains flavonoïdes et 

hydroxybenzènes inhibent l'enzyme tyrosinase (Momtaz et al., 2008). 

De plus, les produits marins ont été utilisés dans les produits cosmétiques et pharmaceutiques 

(Kim et al., 2017). Dans cette étude, F. spiralis est l'algue la plus active contre l'enzyme 

tyrosinase. Dans une autre étude, les extraits méthanoliques des algues brunes Cystoseira 

tamariscifolia et Cystoseira nodicaulis, inhibent fortement la tyrosinase (Custodio et al., 

2016). Le 7-phloroeckol et le dieckol isolés des algues brunes Ecklonia cava ont montré une 

activité inhibitrice de la tyrosinase supérieure à celles des inhibiteurs standards comme 

l'arbutine et l'acide kojique (Heo et al., 2009; N. Y. Yoon et al., 2009).  

2.4.3. Activité inhibitrice de l'uréase 

Dans cette étude, nous avons testé l’activité inhibitrice de l’uréase. Le Tableau 7 présente l’IC50 

des cinq extraits d’algues comparé à celle de contrôle positif Thiourea (Tableau 7). 

D’après les résultats indiqués dans le Tableau 7, on peut noter que F. spiralis et C.stricta montre 

une bonne activité inhibitrice de l’uréase qui présente les valeurs des IC50 de l’ordre de 10.96 ± 

1.3 et 25.97 ± 1.9 µg/mL, respectivement, F.spiralis présente une activé 2 fois plus élevée à 
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celle du standard thiourea. Cependant, une activité modérée a été observée chez C. humilis et 

B. bifurcata avec des IC50 de l’ordre de 148.1 ± 4.8 et 191.9 ± 5.1µg/mL, respectivement. 

L’uréase bactérienne a été rapportée comme un facteur de virulence. C’est un enzyme contiens 

de nickel qui catalyse l’hydrolyse de l’urée en ammoniac et en carbamate, ce dernier se 

décompose rapidement et spontanément produisent une seconde molécule d’ammoniac, ces 

réactions peuvent provoquer une augmentation significative du pH qui est responsable des 

effets néfastes sur la santé humaine. 

Les inhibiteurs de l’uréase jouent un rôle vital pour contrer l’effet négatif de l’uréase dans  

l’organisme vivant, ils peuvent protéger l’organisme contre plusieurs infection causé par la 

sécrétion de cet enzyme par l’Helicobacter pylori qui comprend des syndromes gastrique et 

urinaire et peut conduire à un cancer de l’estomac (Mobley and Hausinger, 1989). En effet, la 

recherché de nouveaux inhibiteurs d'uréase est devenue plus attrayante pour traiter ou prévenir 

les maladies induites par l'uréase. Les algues brunes contiennent des polysaccharides sulfatés 

(composés de fucoïdane) qui sont des substances naturelles inhibant l'uréase pendant l'infection 

avec Helicobacter pylori (Ayala et al., 2014). 

 

2.5. Identification des composés phenoliques par LC-MS/MS 

L’identification des composés phénoliques dans les extraits éthanoliques des cinq algues a été 

effectuée en comparant les temps de rétentions à ceux des standards authentiques. 

 Vingt-sept composés organiques ont été recherchés dans les extraits éthanoliques des cinq 

algues étudiés par LC-MS / MS. D’après le Tableau 8, on constate que l'acide quinique est le 

composé détecté dans toutes les algues étudiées. Leur concentration varie entre 8535 et 

415094,45 mg / g.  

De plus, l'hespéridine et l'acide malique ont également été détectés dans tous les échantillons 

avec des valeurs égale à 67,42 à 73,48 mg / g et 366,4 à 616,9 mg / g, respectivement. De même, 

l'acide fumarique, l'acide gallique, l'acide protocolatéchuique et l'acide 4- hydroxybenzoïque 

ont été également détectés dans certaines algues.  

D’après les résultats de LC-MS / MS, l'acide quinique est le principal composant de F. spiralis 

et G. sesquipedale avec un rendement de 40% par rapport au extrait.  

Il est a noté que F. spiralis est le plus actif et que G. sesquipedale a une activité relativement 

faible.  Alors, l'acide quinique n'est probablement pas responsable de l'activité de l’algue.  
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De même, l'acide malique n'est probablement pas responsable de l’activité des algues. Le 

troisième composé commun pour toutes les algues est l'hespéridine, qui est connue comme un 

antioxydant puissant avec diverses activités biologiques. Alors, leur rendement est très faible 

(> 0,01 %) (Tableau 8). 

 

Tableau 8 : l’identification et quantificaqtion des composés phénoliliques des extraits 

éthanoliques d’algues par LC–MS/MS 

 

Les composés 

Le 

temps 

(minut

e) 

Parent 

ion 

(m/z) a 

MS2 

(Collision 

energy) b 

µg analyte /g d’extrait 

C. stricta C. humilis F.spiralis B.bifurcata 
G. 

sesquipedle 

L’acide quinique  1,13 191,0 
85 (22), 93 

(22) 
8535 12762,04 415094,45 59340,49 412594,82 

L’acide malique  1,23 133,1 
115 (14), 

71 (17) 
468,3 590,1 366,4 450,4 616,9 

L’acide fumarique 1,48 115,0 71,4 ND 16,33 ND ND ND 

L’acide gallique  3,00 169,1 
125 (14), 

79 (25) 
ND 20,73 ND ND 10,98 

L’acide 

protocatéchuique  

 

4,93 153,0 
109 (16), 

108 (26) 
6,333 ND ND ND ND 

L’acide 4-

Hydroxy-

benzoique  

 

7,39 137,0 93, 65 25,11 146,3 56,58 ND ND 

L’hesperidine 12,67 611,1 303, 465 73,48 67,02 66,41 70,35 62,47 

a Ion parent (m / z): ions moléculaires des composés standards, rapport ( masse / charge)..  
b MS2 (CE): fragments de MRM pour les ions moléculaires apparentées (CE se réfère à des énergies 

de collision connexes des ions fragments) 

ND : Non déterminé  

   

 Pour approfondir le profil phénolique des algues marocaines, les extraits ont été analysés par 

LC-MS/MS. Les principaux composants des extraits éthanoliques étaient l'acide quinique, 

l'hespéridine et l'acide malique.  

Les composés phénoliques provisoirement identifiés à partir de l'extrait éthanolique dans la 

présente étude sont conformes à ceux rapportés dans la littérature. Il a été rapporté que les acides 

phénoliques des algues brunes Ascophyllum nodosum, Bifurcaria bifurcata et Fucus 

vesiculosus d'Espagne étaient principalement des composés de dérivés d'acide quinique 

(Agregán et al., 2017).  

Les extraits éthanoliques de Fucus vesiculosus et Fucus serratus contiennent des traces d'acide 
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chlorogénique. Les extraits aqueux de toutes les espèces de Fucus ne contiennent ni acide p-

hydroxybenzoïque ni acide syringique (Sabeena Farvin and Jacobsen, 2013). Les algues 

marines rouges et brunes sont une source importante en métabolite secondaire bioactive, y 

compris les phénols et les polyphénols (Li et al., 2009). Les algues brunes contiennent des 

phlorotannins, des flavonoïdes et des tanins condensés tels que la fucoxanthine, le 

phloroglucinol, le fucoidane (Thomas and Kim, 2013; Pádua et al., 2015). Les algues rouges 

contiennent des polysaccharides sulfatés comme des constituants principaux (Rodriguez-jasso 

et al., 2014; Fleita et al., 2015) .  

Dans la littérature, des auteurs ont identifié le profil antioxydant dans différentes algues rouges 

et vertes récoltés de la cote sud-africaines, et ils ont trouvé une série de composés 

polyphénoliques tels que les acides m-hydroxybenzoïque, protocolatéchuique et p-

hyroxybenzoïque (Rengasamy et al., 2015). 

De même, il est rapporté que plusieurs composés phénoliques, en particulier les acides 

férulique, salicylique, coumarique, syringique, vanillique, gallique, caféique, chlorogénique et 

p-hydroxybenzoïque ont été identifiés dans 16 algues (Fernando et al., 2016). 

Dans la présente étude, l'algue rouge G. sesquipedale contient une grande quantité d'acide 

malique, qui permet leur utilisation comme une nouvelle source potentielle d'acide malique.  

Alors, les composés identifiés à l'aide de l'instrument LC-MS/MS sont insuffisantes pour 

expliquer les activités testées dans la présente étude. Cependant, d'autres études, en particulier 

le fractionnement guidé par bioactivité, sont nécessaires pour comprendre l'origine de l'activité 

de ces algues. 

 

II. Etude in-vitro sur le protozoaire T. pyriformis  

1. Extraction par solvant de polarité croissante  

L'utilisation des solvants de polarité croissante, permet de fractionner les métabolites 

secondaires de l'extrait brut pour déduire la fraction responsable de l'effet antioxydant.  

Pour évaluer le potentiel protecteur des algues contre le stress oxydatif induit par H2O2, 

plusieurs extraits ont été préparés à partir des cinq algues. Sur ces extraits (60 extraits), 

différentes méthodes chimiques ont été réalisés afin de déterminer la teneur en métabolite 

secondaire et d’évaluer le potentiel antioxydant. Les extraits qui possèdent une teneur en 

polyphénols et flavonoïdes plus élevée, avec une activité antioxydante importante sont choisis 

pour évaluer l’effet protecteur contre le stress oxydatif induit par H2O2 in vitro. 
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 2. Teneur en métabolites secondaires 

Le Tableau ci-dessous résume les résultats obtenus des teneurs en phénols totaux et flavonoïdes. 

La teneur en polyphénols totaux est exprimée en µg d’équivalent d’acides gallique par mg 

d'extrait ou de fraction. La teneur en flavonoïdes totaux est exprimée en µg d’équivalent de 

quercitine par mg d'extrait ou de fraction. 

Tableau 9 : Teneurs en polyphénols totaux et flavonoïdes des extraits bruts et ses fractions des 

cinq espèces d'algues étudiés a .  

aLes valeurs sont exprimées en moyennes ± standard erreur de trois mesures parallèles (p<0,05). 
b GAE: équivalents d’acide gallique. 
c EQ: équivalents de quercétine. 
 

2.1. Teneur en polyphénols 

 D’après le Tableau ci-dessus, on constate que les teneurs les plus élevées en composés 

phénoliques ont été trouvées dans les fractions EtOAc et CHCl3 de F. spiralis et et C. stricta 

avec des valeurs égales à (429,81 ± 9,36 ; 65,76 ± 0,90 µg GAE / mg d'extrait) et (381,33 ± 

10,81 ; 48,23 ± 2,31 µg GAE / mg d'extrait), respectivement (Tableau 9).   

Les teneurs les plus faibles en composés phénoliques ont été observées dans les fractions n-

butanol et aqueux de C. Stricta, G. sesguipedale, C. humilis et B. bifurcata qui varient de 5,19 

± 0,27 à 18,01 ± 2,16 µg GAE / mg d'extrait. Par contre, F. spiralis a montré des quantités plus 

élevées en polyphénols totaux dans la fraction n-butanol (45,24 ± 0,59 µg d'extrait GAE / mg) 

par rapport à d'autres espèces (Tableau 9).   

 Extrait brute n-Hex CHCl3 EtOAc n-but Aqueus 

La teneur en polyphénols b 

B. bifurcata  6,67±0,98 9,35±1,10 41,71±1,49 16,71±0,75 10,04±2,01 11,91±1,94 

C. stricta  43,33±8,23 25,02±2,86 48,23±2,31 381,33±10,81 18,01±2,16 5,19±0,27 

C. humilis  5,45±0,19 11,17±1,67 35,93±2,63 11,13±2,46 5,58±0,71 8,23±0,52 

F. spiralis  60,69±8,23 61,95±2,78 65,76±0,90 429,81±9,36,81±9,36 45,24±0,59 21,43±3,32 

G. sesquipedale 9,44±1,00 12,99±7,11 15,02±2,49 61,52±6,88 7,79±1,42 13,12±1,92 

La teneur en flavonoïdes c 

B. bifurcata  13,47±0,63 46,09±3,93 73,98±2,67 28,03±0,36 7,87±0,47 12,24±0,36 

C. stricta  22,16±0,20 127,32±0,45 74,18±2,22 34,7±0,24 12,32±0,54 10,49±0,72 

C. humilis  12±0,47 94,02±0,58 35,37±0,66 30,21±0,41 14,74±1,03 12,08±0,59 

F. spiralis  25,02±0,54 136,37±0,24 111,92±3,93 43,98±0,41 7,4±0,24 7±0,77 

G. sesquipedale 20,61±0,59 81,6±0,36 60,53±1,15 5,41±0,44 7,79±0,59 7,79±0,56 
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D’après la littérature, la fraction méthanolique de F. spiralis a montré une teneur en polyphénols 

plus élevée par rapport aux fractions du méthanol et dichlorométhane de vingt-sept espèces 

d’algues (Pinteus et al., 2016). 

Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés dans la littérature, les algues brunes 

contiennent principalement des composés polyphénoliques dans les solvants organiques comme 

EtOAc et le dichlorométhane (Chernane et al., 2014).  

Il a été rapporté que la fraction dichlorométhane de F. spiralis et la fraction EtOAc de B. 

bifurcata présentent des teneurs phénoliques plus élevées (29,79 et 24,44 mg d'équivalent 

d'acide gallique / g d'extrait sec, respectivement) par rapport aux extraits bruts et à ses fractions. 

Cependant, la richesse de la fraction EtOAc en composés phénoliques est probablement 

associée à sa polarité qui permet l'accumulation d'une variété de composés antioxydants.  

Des études antérieures ont rapporté que toutes les espèces de Fucus testées ont montré une 

teneur élevée en polyphénols totaux (Sabeena Farvin and Jacobsen, 2013).  

 Cette richesse en composés phénolique peut être due à leur teneur élevée en phlorotannins, qui 

sont des polymères de phloroglucinol entièrement dérivés de l'acétate. Les phlorotannins  sont 

limités aux algues brunes (Phaeophycea), ils se trouvent à l’intérieur de la cellule dans des 

vésicules spéciales (physodes) (Ragan and Jamieson, 1982; Zilberg and Sinai, 2006). 

2.2. Teneur en flavonoïdes  

La concentration des flavonoïdes dans différents extraits a été exprimée en microgrammes 

d'équivalents de quercétine par milligramme d'extrait ou de fraction (µg QE / mg d'extrait ou 

de fraction), comme indiqué dans le Tableau 9. 

Les flavonoïdes sont des composés phénoliques naturels, ils sont bien connus par leurs effets 

antioxydants puissants. Ces composés jouent un rôle important dans la neutralisation et 

stabilisation des radicaux libres grâce à leur groupement hydroxyle fortement réactif. De 

nombreux travaux semblent indiquer que les flavonoïdes possèdent des activités antioxydantes 

et des effets bénéfiques sur la nutrition et la santé humaine (Xiao et al., 2011; Maheswari et 

al., 2016).  

D’après le Tableau 9, F. Spiralis présente une teneur plus élevée en flavonoïdes suivies par C 

stricta, G. sesquipedale, C. humilis et B. bifurcata. Toutes les fractions de n-hexane et 

chloroforme possèdent des teneurs plus élevés en flavonoïdes que les autres fractions.  
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De plus, F. spiralis présente une teneur en flavonoïdes plus élevée dans les fractions de n-

hexane et de chloroforme avec des valeurs égale à 136,37 ± 0,24 et 111,92 ± 3,93 µg QE / mg 

d'extrait, respectivement. 

Cependant, les résidus aqueux et les fractions n-butanol de toutes les espèces présentent 

généralement des teneurs faibles en flavonoïdes.  La forte teneur en flavonoïdes dans la fraction 

n-hexane a été précédemment expliquée par la présence de carotènes et d’autres pigments à 

longues chaînes hydrocarbonés (Gupta and Abu-Ghannam, 2011).  

Des études antérieures ont montré que le changement de la polarité des extractants modifie son 

efficacité à extraire un groupe spécifique de composés antioxydants et influence sur les 

propriétés antioxydantes des extraits (Marinova and Yanishlieva, 1997; Zhou and Yu, 2004).  

Dans d'autres études, l'extraction des algues par acétate d'éthyle et chloroforme a donné des 

teneurs plus élevées en polyphénols et en flavonoïdes que l’extraction par l'eau et le méthanol, 

ce qui indique une affinité plus élevée pour les antioxydants lipophiles que les hydrophiles 

(Murugan and Iyer, 2014). 

3. Activités antioxydantes des extraits et ses fractions 

  Dans cette étude, l'activité antioxydante des différents extraits obtenus à partir des cinq 

espèces d'algues et le standard BHT a été évaluée par quatre tests complémentaires, à savoir 

ABTS, DPPH et le test FRAP qui mesure le pouvoir de réduction des ions de fer. 
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Tableau 10 : l’activité antioxydante des extraits bruts et ses fractions des cinq espèces d'algues 

par le test FRAP, DPPH et ABTS.  

  Les espèces d’algues  FRAPa DPPHb ABTSc 

Méthanol B. bifurcata 11,06±0,20 861,82±0,77 1174,99±8,55 

 C. stricta 17,66±0,28 666,34±0,74 776,07±1,30 

 C. humilis 11,4±0,5 830,21±3,69 1062,40±13,95 

 F. spiralis 59,03±1,05 355,29±0,12 627,89±3,25 

 G. sesquipedale 5,06±0,58 1490,82±0,47 783,45±22,67 

Hexane B. bifurcata 22,73±0,51 442,33±5,22 1646,73±17,26 

 C. stricta 68,8±0,34 347,52±8,44 1075,54±8,80 

 C. humlis 1±0,36 342,67±0,20 1135,81±1,98 

 F. spiralis 73,46±2,05 175,34±1,01 1125,39±34,84 

 G. sesquipedale 6,76±0,61 1326,38±1,93 1134,66±1,98 

CHCl3 B. bifurcata 12,63±0,45 647,75±0,63 1317,17±0,02 

 C. stricta 10,36±0,20 165,92±2,63 537,94±3,60 

 C. humilis 18,76±0,41 217,88±1,08 1101,65±27,60 

 F. spiralis 117,66±0,40 55,48±0,20 219,82±5,47 

 G. sesquipedale na 1341,36±1,22 560,58±24,43 

EtOAc B. bifurcata 41,2±0,36 447,20±3,60 1025,48±1,82 

 C. stricta 208,76±0,32 85,47±2,22 395,50±12,05 

 C. humilis 32,16±0,51 145,93±2,59 831,44±7,27 

 F. spiralis 261.53±5.40 49.51±3.29 50.73±2.62 

 G. sesquipedale 4.33±0.76 1043.61±0.68 475.93±3.89 

N-But B. bifurcata 10,3±0,8 1074,07±0,64 1241,06±16,67 

 C. stricta 0,43±0,20 1155,79±1,33 1181,28±7,34 

 C. humilis 8,83±0,15 716,06±0,57 1748,00±5,08 

 F. spiralis 34,4±0,91 529,32±3,68 977,94±1,75 

 G. sesquipedale SA 1752,45±7,44 1909,96±26,53 

Aqueux B. bifurcata 8,33±0,64 1165,78±9,32 3242,12±0,31 

 C. stricta SA 1526,87±0,54 2420,68±32,51 

 C. humilis SA 2368,11±0,22 2730,50±0,88 

 F. spiralis 26,46±0,96 1427,59±0,34 1621,94±0,89 

 G.sesquipedale SA 2167,79±4,90 2015,12±0,12 

 BHT NT 54,96 ± 0,99 4,10 ± 0,06 

 

Les valeurs IC50 représentent les moyennes ± S.D. de trois mesures parallèles (p <0,05) 
a  Pouvoir réducteur de fer ferrique (µg équivalent acide ascorbique / mg d'extrait ou fraction) 
b 2,2- 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH) (IC50 mg / mL)  
c2,2’-azino-bis (3-éthylbenzthiazoline-6-sulfonique (CI50 mg / mL) 

BHT: hydroxytoluène butylé 

Nt: Non testé  

SA: Sans activité 

 

3.1. Réduction de fer   

D’après le Tableau 10, on remarque que la capacité de réduction de fer diffère entre les extraits 

bruts et ses fractions. Les valeurs de FRAP des extraits bruts et ses fractions des cinq algues 

varient de 0,43 ± 0,002 à 261,53 ± 0,054 µg d'AscAE / mg d'extrait ou fraction.  La capacité de 
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réduction de fer la plus élevée a été trouvée pour l'acétate d'éthyle, le chloroforme et le n-hexane 

de F. spiralis avec des valeurs de CI50 égale à 261,53 ± 0,05, 117,66 ± 0,004 et 73,46 ± 0,020 

µg d'AscAE / g d'extrait, respectivement. Cependant, les résidus aqueux possèdent des valeurs 

FRAP les plus faibles par rapport aux autres fractions (Tableau 10). 

 Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés par (Jimenez-Escrig et al., 2001; O’Sullivan 

et al., 2013) qui ont montré que les espèces fucus présentent une activité de réduction de fer 

plus élevée par rapport aux autres espèces. Kelman et al.,(2012) ont évalué l'activité 

antioxydante de réduction de fer de 30 espèces d'algues hawaïennes, et ils ont trouvé que les 

algues brunes présentent une capacité de réduction de fer plus élevée que les algues rouges. 

D’après ces résultats, on peut dire que les fractions EtOAc et CHCl3 de F. spiralis ont la capacité 

de réduire le Fe3 + en Fe2 +, ce qui indique leur capacité d'inhibition de la peroxydation lipidique 

initiée par les ions de métaux de transition, tels que Fe3 + et Cu2+ dans les aliments et tissus 

humains. 

Tierney et al., (2013b), ont également évalué l'activité antioxydante réductric de fer par le test 

FRAP dans les fractions de trois algues brunes (Ascophyllum nodosum, Pelvetia canaliculata 

et Fucus spiralis) de la côte irlandaise, et ils ont trouvé une augmentation significative de 

l'activité dans la fraction de F. spiralis avec IC50 égale à 559,96 ± 26,69 µg d'équivalents trolox 

/ mg d'échantillon.  

Les algues marines sont exposées à des périodes prolongées d'ultraviolets intenses et à des 

concentrations élevées en oxygène, ce qui conduit facilement à la formation des radicaux libres 

et d'autres espèces réactives de l'oxygène (Dykens et al., 1992; Mole Megha, N.; Sabale 

Anjali, 2013; Shanab et al., 2011). L'exposition des algues à long terme aux conditions 

environnementales difficiles  permet aux algues de produire des enzymes et molécules 

antioxydantes puissantes qui peuvent  agir comme des piégeurs de radicaux oxygénés  (Munir 

et al., 2013; Sabeena Farvin and Jacobsen, 2013; Shanab et al., 2011). 

3.2. Le piégeage du radical libre DPPH  

Les résultats du pourcentage d’inhibition du radical libre DPPH par l’extrait méthanolique et 

ses fractions des cinq algues sont illustrés dans le Tableau 10. Il est à noter que la valeur CI50 

de piégeage du radical DPPH diffère considérablement entre les espèces d'algues et les solvants 

utilisés. 

D’après le Tableau 10, on constate que l’activité de piégeage du radical DPPH des cinq extraits 

d'algues varie de 49,51 ± 3,29 à 2167,79 ± 4,90 µg / mL de fraction ou d'extraits.  En général, 
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l’activité de piégeage du radical DPPH la plus élevé a été trouvée dans la fraction EtOAc et 

CHCl3 de F. spiralis avec CI50 égale à (49,51 ± 3,29 et 55,48 ± 0,20 µg / mL, respectivement, 

suivie par les fractions EtOAc et CHCl3 de C. stricta avec CI50 égale à 85,47 ± 2,22 et 165,92 

± 2,63 µg / mL, respectivement.  

Par contre, l’activité de piégeage du radical DPPH la plus faible a été observée dans l'extrait 

méthanolique et ses fractions de G. sesquipedale avec des CI50 allant de 1043,61 ± 0,68 à 

2167,79 ± 4,90.  

Comparativement à la littérature, des auteurs ont rapporté que les fractions polaires (acétate 

d'éthyle et dichlorométhane) des algues contiennent des pourcentages plus élevés en contenu 

phénoliques et présentent un fort potentiel antiradicalaire du  DPPH (Chakraborty et al., 2013; 

Zubia et al., 2009). 

 Il a également été démontré que les solvants utilisés pour l'extraction influencent 

considérablement sur la composition chimique des extraits (Yuan et al., 2005). Paula B 

Andrade et al., (2013) ont évalué la capacité antioxydante de plusieurs algues, et ils ont 

constaté que les algues brunes possèdent l'activité de piégeage des radicaux la plus puissante. 

Dans la présente étude, la forte activité antioxydant de piégeage du radical DPPH des deux 

fractions peut être due aux fortes teneurs en composés polyphénoliques, ces dernières agissent 

comme des donneurs d'électrons ou hydrogène pour neutraliser les radicaux libres.  

Plusieurs  travaux  affirment  qu’il existe une corrélation positive entre la teneur en polyphénols 

totaux et l’activités antioxydante dans différentes extraits d'algues, en particulier avec l'activité 

de piégeage du radical DPPH (Chakraborty et al., 2013; Ganesan et al., 2011; Pinteus et al., 

2016) . 

3.3. Activité antiradicalaire ABTS 

Les résultats présentés dans le Tableau 10 montrent les CI50 de piégeage du radical ABTS des 

différents extraits et fractions. Il est à noter que la valeur CI50 de piégeage de radical ABTS 

différent considérablement entre les espèces d'algues et les solvants utilisés. 

L’activité de piégeage du radical ABTS des cinq algues varie de 50,73 ± 2,62 à 3242,12 ± 0,31 

µg / mL d'extrait ou de fraction. Alors pour l'extrait brute méthanolique, on note que l'activité 

antioxydante varie de 627,89 ± 3,25 à 1174,99 ± 8,55 µg / mL, ce qui est inférieur aux fractions 

purifiées (Tableau 10).  
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D’après les résultats indiqués dans le Tableau 10, on constate que l’extrait méthanolique de F. 

spiralis présente l'activité antioxydante la plus élevée avec IC50 égale à (627,89 ± 3,25 µg /mL), 

suivie par l’extrait métanolique de C. stricta avec IC50 égale à C50 (776,07 ± 1,30 µg/mL) et 

l’extrait métanolique de G. sesquipedal avec IC50 égale à C50 (783,45 ± 22,67 µg/mL). 

Parmi toutes les espèces testées, les fractions acétate d'éthyle et chloroforme de F.spiralis 

possèdent une forte activité de piégeage du radical ABTS avec CI50 égale à (50,73 ± 2,62 et 

219,82 ± 5,47 µg/mL, respectivement), suivies par les fractions d'acétate d'éthyle et 

chloroforme de C. stricta avec CI50 égale à (395,50 ± 12,05 et 537,94 ± 3,60 µg/mL, 

respectivement).  

  De plus, l'extrait méthanolique et ses fractions de B. bifurcata présentent la plus faible activité 

de piégeage de radical ABTS. Ainsi, Les fractions aqueuses, n-butanol et n-hexane de toutes 

les espèces d'algues ont montré la plus faible activité. En général, les activités antioxydantes 

les plus élevées ont été trouvées dans les fractions purifiées que les extraits bruts méthanoliques.  

Ces résultat sont en accord avec ceux obtenus par Audibert et al., (2010),  qui ont mesuré de 

piégeage de radical ABTS des différents extraits d'Ascophyllum nodosum, et ils ont trouvé que 

les extraits brutes n’étaient pas efficaces que les fractions purifiés. 

 De nombreux chercheurs ont montré que les composés phénoliques extraits à partir des algues 

marines présentent une activité chélatrice de radicaux puissante (Chakraborty et al., 2013; 

Matanjun et al., 2008). 

 En raison du contenu élevé en composés phénoliques et la capacité antioxydante importante 

des fractions EtOAc et CHCl3, ces fractions sont choisie pour l’évaluation de leur effet 

protecteur contre la cytotoxicité induite par le H2O2 chez le protozoaire T. pyriformis. 

4. Evaluation de l’effet protecteur de F.spiralis  

4.1. Caractérisation de la cytotoxicité de H2O2  

 Le protozoaire T. pyriformis est une cellule eucaryote qui est bien établie comme modèle 

approprié pour les cellules animales, en particulier les mammifères. Il est largement utilisé 

comme système modèle en physiologie et biochimie. Le protozoaire T. pyriformis, Il est 

largement utilisés dans les études de toxicité dans les domaines environnementaux et 

pharmaceutiques, la morphogenèse, la cartographie génétique et la division cellulaire (Nanney 

and Simon, 1999; Wheatley et al., 1994). 
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La détermination de l’IC50 est un indicateur quantitatif de la toxicité d’une substance. Cet 

indicateur permet la mesure de la concentration en H2O2 causant la mort de 50% des cellules 

de T. pyriformis cultivé dans le PPYG, et ce après 24 h de traitement. Nous avons choisi de 

favoriser le stress oxydatif en utilisant le H2O2, car il est relativement stable et permet ainsi 

d’induire un stress oxydatif aux cellules. 

La détermination de CI50 est obtenue après incubation des cellules avec différentes 

concentrations de H2O2 allant de 100 à 500 µM.  La cytotoxicité est évaluée chez T. pyriformis 

par l’utilisation de dénombrement cellulaire et le test MTT. 

Les résultats de la (Figure 26) montrent que le traitement avec H2O2 entraine une diminution 

significative de la viabilité cellulaire (Figure 26b) (p <0,05) et le nombre de cellules vivants 

(Figure 26a). La concentration 300 µM de H2O2 est la concentration qui inhibe 50 % de la 

croissance de T. pyriformis cultivée dans le PPYG après 24 h de traitement.  

Le traitement avec 300 µM de H2O2 a produit une diminution significative de la viabilité 

cellulaire avec 52 % (p <0,01) et le nombre de cellules avec 48% après 24 h de traitement. Au-

delà de la concentration 300 µM, le nombre de cellule du T. pyriformis cultivé dans le PPYG 

est très réduit (Figure 26b). 

 

Figure 206 : Effet du H2O2 sur la croissance de T. pyriformis. T. pyriformis a été cultivé en milieu PPYG 

en présence de différentes concentrations de H2O2 (100-300 µM). (a) : Effet du H2O2 sur la croissance 

de T. pyriformis. (b) Effet du H2O2 sur l'activité cellulaire de T. pyriformis. Les résultats présentés en 

moyenne ± Ecartype des trois mesures indépendantes. La signification suivant le test de Student-t est 

indiquée par : p <0,05 pour *; p <0,01 pour **; p <0,001 pour *** 
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Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés dans la littérature, la concentration de 300 µM 

de H2O2 a été trouvés comme la concentration qui inhibe la moitié de la croissance de T. 

pyriformis (Errafiy et al., 2013; Fourrat et al., 2007; Cadi et al., 2013).  

Dans une étude précédente, ils ont rapporté également que le H2O2 induit un stress oxydatif et 

la mort cellulaire dans les cellules hippocampiques HT22 murines (Kang et al., 2012). Dans 

une autre étude, le peroxyde d'hydrogène peut inhiber la croissance, la forme, la densité et la 

mobilité de T. pyriformis (Mar et al., 2018). 

4.2. Effet de l'extrait d'algues sur la viabilité cellulaire  

Les fractions de l’algue F .spiralis obtenus par fractionnement et qui présentent une activité 

antioxydante la plus active par les tests chimiques, ont été testées sur le protozoaire 

T.pyriformis. Pour déterminer la concentration non létale de chaque fraction (EtOAc et CHCl3) 

de F. spiralis sur T. pyriformis, la viabilité cellulaire a été déterminée. Les résultats de la figure 

29, montrent que les deux fractions ne sont pas toxiques a des concentrations de 0,09 et 0,12 

µg / mL pour la fraction EtOAc et CHCl3, respectivement (Figure 27).  

Dans une étude similaire, la cytotoxicité des cinq fractions obtenues à partir de F. spiralis a été 

testée sur des cellules MCF-7, et il a également été démontré que les fractions de F. spiralis ne 

présentent aucune cytotoxicité  à une concentration de (1 mg / mL) (Pinteus et al., 2016).  
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Figure 217: Effet de l’algue sur l’activité cellulaire de T. pyriformis. Les cellules ont été cultivés pendant 

24 heures dans un milieu PPYG s en présence de différentes concentrations de la fraction chloroforme 

(a) ou d'acétate d'éthyle (b) (0,03 à 0,6 mg / mL). L’activité cellulaire est évaluée par le test MTT.  p 

<0,001 pour *** (comparaison entre le groupe contrôle et le groupe traité pour chaque condition). 

 

4.3. Evaluation de l’effet protecteur  

La viabilité cellulaire a été mesurée avec le test MTT, permettant de quantifier l'activité 

enzymatique de la déshydrogénase, qui prend en compte les dysfonctionnements 

mitochondriaux et/ou l'inhibition de la croissance cellulaire. 
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 Comme le montre la figure 28, le traitement par H2O2 à 300 µM pendant 24 h provoque une 

diminution significative de la viabilité cellulaire (51,89%). Par contre, chez les cellules 

prétraitées avec EtOAc (0,09 µg/mL) et CHCl3 (0,12 µg/mL) et exposés à H2O2 (300 µM), on 

note que le prétraitement a significativement restauré la viabilité cellulaire avec 82,02% et 83% 

pour EtOAc (0,09 µg/mL) et CHCl3 (0,12 µg/mL), respectivement (Figure 28).  

 

 

Figure 28 : Effet protecteur de la fraction d'acétate d'éthyle (0,09 µg/mL) et la fraction chloroforme 

(0,12 µg/ml) sur le stress oxydatif chez T. pyriformis, induit par H2O2 à 300 m µM après 24 heures 

d'incubation. La viabilité cellulaire a été déterminée par la méthode MTT. Chaque valeur est la moyenne 

±ecartype de trois essais différents. *p<0,001, représentent des différences statistiquement significatives 

par rapport au contrôle. #p <0,001, représentent des différences statistiquement significatives par rapport 

à H2O2.  

Il a été rapporté que le prétraitement avec 0,5 mg/mL de la fraction méthanolique de Padina 

pavonica ou Fucus spiralis contre le stress oxydatif induit par 0,2 mM de H2O2, sur les cellules 

MCF-7, améliore la viabilité cellulaire avec 81,12 ± 2,92 et 80,5 ± 2,25 % pour Padina pavonica 

et Fucus spiralis, respectivement (Pinteus et al., 2016).  

Custódio et al., (2016) ont testé l’effet de 62,5 mg/mL de l’algue brune C. tamariscifolia contre 

le stress oxydatif induit par 100 µM H2O2 sur les SH-SY5Y, et ils ont montré que cet algue 

améliore la survie cellulaire jusqu'à 100 % par rapport au groupe traité par H2O2, qui avait une 

viabilité de 53,4%.  
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Dans la présente étude, le prétraitement avec EtOAc (90 µg/mL) et CHCl3 (120 µg/mL) de F. 

spiralis empêche la réduction de la viabilité cellulaire induite par la toxicité de H2O2. 

4.4. Effet de l'extrait sur le stress oxydant  

Dans cette partie d’étude in vitro, les cellules de T. pyriformis ont été traitées par la fraction 

acétate d’éthyle et chloroforme préalablement solubilisée dans le DMSO. Après 24h de 

traitement, les cellules ont été récoltées et une mesure des marqueurs de stress a été effectuée.  

La figure ci-dessous présente l’activité enzymatique de la SOD, la catalase et la GPx chez les 

cellules de T. pyriformis préalablement stressées par H2O2 et prétraitées par la fraction EtOAc 

ou CHCl3. 

D’après les résultats obtenus on constate que les cellules de T. pyrifomis traitées par 300 µM de 

H2O2 montrent une augmentation dans l’activité enzymatique des trois enzymes de stress (SOD, 

GPx, CAT), par rapport aux cellules contrôles. En revanche, les cellules prétraités par la fraction 

EtOAct ou CHCl3 avant être exposé à 300 µM de H2O2, présentent une normalisation de 

l’activité des enzymes antioxydantes (SOD, GPx et CAT), comparativement aux cellules traités 

par H2O2 seule. Donc, les deux fractions d’EtOAc et CHCl3 de F.spiralis préservent les niveaux 

normaux de l’activité des enzymes antioxydantes (SOD, GPx, CAT) (Figure 29).  
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Figure 29 : l’activité enzymatique de la catalase (CAT) (a), Superoxide dismutase (SOD) (b), 

glutathione peroxidase (GPx) (c), chez le protozaine Tetrahymena pyriformis traintés par le H2O2 et la 

fraction acétate d’éthyle ou la fraction de chloroforme, les fractions seules. Chaque valeur est la 

moyenne ± SEM de trois essais différents. * p <0,001, représentent des différences statistiquement 

significatives par rapport au contrôle. #p <0,001, représentent des différences statistiquement 

significatives par rapport à H2O2 

 

Dans le même contexte que précédemment, nous avons suivi les variations de la concentration 

des marqueurs de stress le malondialdéhyde (MDA) et le glutathion (GSH) dans les différentes 

cultures de T.pyriformis (Figure 30).  

Les résultats obtenus montrent que l'exposition des cellules de T. pyriformis pendant 24 heures 

en présence de 300 µM de H2O2 induit une augmentation de la concentration en 

malondialdehyde (MDA) et le glutathion. Par contre, le prétraitement par les deux fractions de 

F.spiralis montre que le MDA et le GSH ont été faiblement exprimés (Figure 30). 
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Figure 30: Les concentrations des marqueurs de stress, le glutathion (GSH) (a), le malondialdéhyde 

(MDA) (b) chez le protozaine Tetrahymena pyriformis traits par le H2O2 et la fraction acétate d’éthyle 

ou la fraction de chloroforme, les fractions seules. Chaque valeur est la moyenne ± SEM de trois essais 

différents. * p <0,001, représentent des différences statistiquement significatives par rapport au contrôle. 

#p <0,001, représentent des différences statistiquement significatives par rapport à H2O2 

 

Ces résultats sont en accord avec les résultats de (Cadi et al., 2013) ayant montré que le 

prétraitement par l’huile d’argan induit une diminution du taux du MDA chez T. pyriformis 

soumis au stress oxydatif induit par le peroxyde d’hydrogène par rapport au cellules contrôles. 

Le malondialdéhyde est un produit de peroxydation lipidique qui résulte notamment de l'action 

des dérivés réactifs de l'oxygène sur les acides gras polyinsaturés. 

La formation du MDA est due à l'augmentation du taux des ERO causée par le stress oxydatif 

induit par le H2O2. La concentration d’EtOAc (0,09 µg/mL) et CHCl3 (0,12 µg/mL) ont diminué 

la concentration élevée en MDA et GSH des cellules exposées à H2O2, et ont montré un potentiel 

élevé de protection contre la peroxydation lipidique. 

Ces effets protecteurs peuvent  être dus à l'effet antioxydant des composés phénoliques présente 

dans les algues, et qui peuvent atténuer les dommages oxydatives en piégeant les espèces 

réactives et en inhibant la peroxydation lipidique (Lee et al., 2013; Thomas and Kim, 2013). 

Les effets protecteurs des algues sont liés à des substances biologiquement actives, notamment 

les polyphénols et les phlorotannins (Kang et al., 2012). Chez les algues brunes, les 

phlorotannins sont connus pour constituer jusqu'à 15% du poids sec des algues brunes (Wang 

et al., 2012). 

La catalase est considérée comme un enzyme le plus important pour la décomposition du 

peroxyde d'hydrogène en eau et en  oxygène et autres produits non toxiques (Elbaz et al., 2010; 
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İnal et al., 2001). La superoxyde dismutase protège la cellule en catalysant la réaction de  

conversion des radicaux superoxyde en peroxyde d'hydrogène, qui est décomposé par la 

glutathion peroxydase (Boya et al., 1999). Le glutathion élimine le H2O2 par l'oxydation du 

GSH, ainsi, il convertit les peroxydes lipidiques en molécules inoffensives en protégeant les 

cellules contre les conséquences de la peroxydation lipidique.  

Dans une étude antérieure sur l'effet du H2O2 sur le statut redox, les résultats ont montré que 

cet agent oxydant provoque une augmentation de l’activité enzymatique de la catalase et 

superoxyde dismutase chez le protozoaire Tetrahymena thermophile (Errafiy et al., 2013).  

En outre,  Le stress oxydant induit par H2O2 a déjà démontré dans de nombreux types de cellules 

(Kang et al., 2012; Pinteus et al., 2017; Vavilala et al., 2015). Cependant, le peroxyde 

d’hydrogène augmente de manière significative les niveaux de concentration intracellulaire de 

Ca2 + dans les cellules murines hyppocampales HT22, ce qui provoque la mort des cellules.  

En effet, les phlorotannins isolés des algues brunes Ecklonia cava inhibent le stress oxydatif 

induit par H2O2 et la mort cellulaire en inhibant l'augmentation du Ca2+  (Kang et al., 2012).  

Dans une outre étude, le H2O2 augmente le potentiel transmembranaire mitochondrial et 

l'activité de la caspase-9 dans les cellules MCF-7, tandis que le traitement avec l'extrait de 

l’algue Ulva Compresa, Cystoseira tamariscifolia, Sargassum muticum, Fucus spiralis et 

Padina pavonica augmente la viabilité cellulaire grâce à inhibition de l'activité de la caspase-9 

et réduction de la dépolarisation de la membrane mitochondriale (Pinteus et al., 2016). Ainsi, 

il a été démontré que le H2O2 agit comme un oxydant biologique qui contribue à l'augmentation 

du Ca2+ cytosolique et du stress oxydatif impliqués dans les mécanismes de mort cellulaire 

(Pinteus et al., 2016; Sies, 2017). De même, il a été démontré que la mort par apoptose est liée 

à la diminution du potentiel de la membrane mitochondriale qui est associée à la libération du 

cytochrome c et à l'activation séquentielle des caspases (Perkins et al., 2000). 

Dans le processus apoptotique, le stress oxydatif et l'augmentation du concentration de Ca2+ 

cytosolique contribuent à l'ouverture du pore de transition de perméabilité mitochondriale 

(PTP) ce qui dépolarise les mitochondries et conduit à un gonflement mitochondrial et à la 

libération de cytochrome c dans le cytosol (Goldstein et al., 2000; Krause and Durner, 2004). 

D’après c’est résultat, on explique l’effet protecteur des fractions de F.spiralis par sa teneur 

élevée en polyphénols et flavonoïdes et d’autres molécules antioxydants. La plupart des 

antioxydants issus des algues pourraient agir à travers le mécanisme de balayage des radicaux 

(Balboa et al., 2013; Shebis et al., 2013). Ce qui a permet à la cellule de développer un 
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mécanisme compensatoire pour faire face au stress oxydatif au lieu d’emprunter le mécanisme 

normal qui se traduit généralement par l’élévation du taux de ces enzymes. 

Notre étude montre que les fractions d'acétate d'éthyle et de chloroforme de l’algue brune F. 

spiralis ont une activité protective contre la toxicité induite par le peroxyde d’hydrogène chez 

T. pyriformis.  Des analyses chromatographiques, en vue de déterminer les profils des composés  

actifs pour ces deux fractions seraient intéressantes à envisager. 

 

 III. Effet protecteur de F.spiralis in vivo 

1. Evolution pondérale  

Durant les 5 semaines d’expérimentation, le poids corporel des rats est pris régulièrement.  

 

Figure 221: L’évolution du poids corporel moyen des rats contrôle, des rats traités par LPS, 7% de 

l’algue + LPS, 14% de l’algue+ LPS, 7% de l’algue, 14% de l’algue, et Vitamine C.  Chaque courbe 

représente la moyenne ± SEM de 5 rats par traitement. 

 

Les résultats obtenus pendant le traitement indiquent, aucun rat n'est mort et aucun signe de 

toxicité n'a été observé chez les rats contrôles et traités. Le groupe traité par LPS a montré une 

légère diminution de poids corporels après injection de LPS ; le groupe de rats qui se nourrit 

d’un régime enrichis de 7% ou 14% la poudre de l’algue a montré également une baisse légère 

du poids.  
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2. Effets de F. spiralis sur le comportement 

2.1. Test non moteurs  

2.1.1. Tests du labyrinthe en croix surélevé (Elevated Plus Maze) 

Nous avons testé les rats traités avec l’algue dans le labyrinthe en croix surélevé, en 

comparaison avec le groupe LPS et le groupe contrôle pour déterminer si l’algue pourrait 

prévenir les rats contre le stress induit par LPS. 

 
Figure 232 : Performances comportementales des rats mesurées dans l’EPM. (a) le nombre d’entrée 

dans les (BO) et (b) : le temps passé dans les (BO) en secondes. Les résultats sont exprimés en 

moyennes± erreur standard moyenne (SEM). Avec * p <0,001, par rapport au contrôle. #p <0,001, par 

rapport LPS  

 

Les résultats présentés dans la Figure 34, montrent que le traitement par LPS réduit 

significativement le nombre d’entrées dans les bras ouvert (p<0.01, Figure 32a), ce qui indique 

une anxiété chez ce groupe. Le temps passé dans les bras ouverts a été aussi affecté par le 

traitement (p<0.01, Figure 32b), il a été réduit par 50% par rapport au groupe contrôle. 

En effet, chez le groupe de rats ayant suivi le régime 7 % d’algues+LPS et le groupe de rats 

ayant suivi le régime 14% + LPS, le nombre et le temps passé dans les bras ouvert connaissent 

une augmentation significative par rapport au groupe LPS, ce qui indique l’effet bénéfique de 

la supplémentation par F.spiralis. 
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2.1.2. Nage forcée  

 

Figure 243 : Durée d’immobilisation chez les rats traités par LPS. Les histogrammes montrent la durée 

d’immobilité dans le test de la nage forcée. Les données rapportées en moyen ± SEM. Les comparaisons 

ont été réalisées en utilisant le test t: Avec * p <0,001, par rapport au groupe contrôle. #p <0,001, par 

rapport au groupe LPS. 

 

Le comportement dépressif a été évalué chez les groupes de rats contrôles et groupes traités par 

LPS, en utilisant le test de la nage forcée.  Les résultats montrent que le traitement par LPS 

induit une augmentation non significative du temps d’immobilité chez les rats 80,12± 0,09 

contre 40,12± 0,34 chez les rats contrôles (Figure 33). Le traitement par LPS induit un 

comportement dépressif exprimé par l’augmentation du temps auquel les rats restent immobiles 

dans le test de la nage forcée  

De plus, le temps d’immobilisation est moins élevé chez les rats traité par LPS et ayant reçu un 

régime enrichi par 7% et 14% de l’algue F.spiralis. 

 

2.2. Test moteurs  

2.2.1. Coordination motrice (Test rotarod) 

Les capacités d’équilibre et de coordination motrice ont été mesurées par le rotarod. Les rats 

sont placés sur la barre tournante de Rotarod et le temps de maintien sur la barre pour chaque 

rat est enregistré. 
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Les résultats montrent une différence significative dans le temps de maintien du groupe LPS 

par rapport au groupe contrôle. Le temps de maintien a été significativement affecté par le 

traitement LPS et F. spiralis 14 % et le groupe qui reçois Vitamine C. Comparés au groupe 

LPS, le prétraitement par 14% d’algue affecte significativement la performance des rats des 

groupes traités par LPS (Figure 34). 

 

Figure 254 : L’effet du traitement sur la coordination motrice mesurée dans le 

Rotarod.  Les résultats sont représentés en moyenne ± SEM. Avec * p <0,001, par rapport au contrôle. 

#p <0,001, par rapport LPS. 

 

2.2.2. Test du champ ouvert (opend Feild Test) 

 

Tableau 11 : Effet du traitement sur les paramètres mesurés dans le test d’exploration dans un 

champ ouvert. 

  

Groupe  Nombre de carrés 
centraux visités 

Carrés périphériques 
(n) 

 

redressement 
 (n)  

contrôle 20 ± 2,09 42± 1,19 23± 2,12 

LPS 10 ± 0,17 ** 59± 2,11 11± 1,08** 

7% 23,12± 5,20 38± 0,25 19,12± 2,34 

14% 25,13± 0,02 42± 2,24 21,12± 3,51 

LPS+7% 25,12± 2,13## 45± 0,07 14,12± 4,61 

LPS+14% 25,02± 7,10## 43,12± 1,79 18,12± 2,31 

Vit C (10%) 22,12± 5,18 40,12± 2,39 25,12± 1,49* 
 

Les valeurs représentent les moyennes± erreurs stansdard moyenne (SEM) des nombre de carrés 

centraux visités, nombre carrés périphériques et le redressement lors d’une session de 10 minutes 

réalisés après le traitement de 28jours pour les différents groupes d’animaux : contrôles, groupe LPS, 

groupe(* significativité par rapport au contrôle, ***P<0,001, ##P<0,001, **P<0,01 # significativité par 

rapport à LPS 
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Les résultats présentés dans le Tableau 12, montrent une différence significative dans la 

fréquence des carrés centraux visités chez le groupe LPS, le nombre des carrés centraux visités 

est diminué chez le groupe LPS par rapport au groupe contrôle. En revanche, chez les groupes 

qui reçoivent une supplémentation enrichie par 7% et 14% de l’algue F. spiralis et le groupe 

Vit C montrent une différence significative par rapport au groupe LPS. 

Concernant le nombre des carrés périphériques, aucune différente n’a été observée. Le nombre 

de redressement a montré une différence entre le groupe LPS et le groupe contrôle, on constate 

que le nombre de redressement est élevé chez le groupe LPS par rapport au groupe contrôle. 

Au niveau comportemental, le LPS provoque des troubles des fonctions cognitives et des 

composantes émotionnelles. 

Le LPS est une toxine produite par la bactérie Escherichia coli. L’injection systémique du LPS 

produit un processus inflammatoire dans le cerveau, en particulier dans le cortex frontal, le 

striatum et l’hippocampe. Cette neuro-inflammation s’exprime histologiquement par une 

dégénérescence neuronale et une activation gliale (augmentation brusque du nombre et du 

volume des astrocytes) accompagnée par une expression nucléaire du facteur Kappa B (nF-

KB), du facteur tumoral (TNFα) et des interleukines 1- β (IL 1- β).  

Les maladies neurovégétatives, comme la maladie d’Alzheimer et la maladie de Parkinson sont 

caractérisées par la perte progressive de neurones due au processus inflammatoire et au stress 

oxydatif. Ces maladies incluent dans leurs symptômes précoces mais aussi au cours et pendant 

la maladie des troubles cognitifs et comportementaux accentués. Ces troubles, en plus des 

troubles moteurs ont fait l’objet de recherches pointues qui ont permis de mettre au point des 

molécules thérapeutiques. 

Depuis des années, les scientifiques s’orientent vers une nouvelle approche consistant à 

chercher des molécules issues de ressources naturelles pour traiter certaines maladies 

neurodégénératives (Essa et al., 2012; Kim et al., 2020; Yeom et al., 2015). En effet, une 

attention croissante a été accordée aux ressources marines, en particulier sur les algues 

comestibles (Rengasamy R R Kannan et al., 2013). 

Les études ont montrés que le LPS peut affecter la mémoire et les fonctions cognitives dans 

différents paradigmes comportementaux chez le rat et la souris.  

Cependant, ces effets ont été principalement observés comme des conséquences du traitement 

de 7 jours par LPS, lorsque les symptômes comportementaux pourraient être présents et 

l'activité locomotrice réduite (Lee YJ et al., 2013; Zhang et al., 2015)..  
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Norouzi est ses collaborateurs ont indiqué que l'extrait hydro-alcoolique de Nigella Sativa 

améliore l'apprentissage et les troubles de la mémoire induits par le LPS chez le rat en 

améliorant les niveaux de cytokines de l'hippocampe et les lésions oxydatives des tissus 

cérébraux (Norouzi et al., 2019) 

Des auteurs ont été rapporté que l'apprentissage, la mémoire et le développement de la maladie 

d'Alzheimer (MA) sont affectés par la neuroinflammation (Yirmiya and Goshen, 2011 ;Yan 

et al., 2015) . le LPS  induit des troubles de l'apprentissage avec des dommages oxydatifs des 

tissus cérébraux (Pourganji et al., 2014 ; Anaeigoudari et al., 2016, 2015).  

Le LPS est un outil important pour l'étude de la neuroinflammation associée aux maladies 

neurodégénératives. Cependant, le sérotype, la voie d'administration et le nombre d'injections 

de cette toxine induisent des réponses pathologiques différentes (Batista et al., 2019). L’effet 

bénéfique des antioxydants sur la mémoire confirme une relation solide entre les dommages 

neuronaux induits par le stress oxydatif et les troubles d'apprentissage et de mémoire (Silva et 

al., 2004 ; Khodabandehloo et al., 2013)  

Cependant, LPS administré aux rongeurs s'accompagne des dommages neuronaux et un défaut 

de neurogenèse, un échec d'apprentissage, mémoire et plasticité synaptique  (Frühauf et al., 

2015). Il a été rapporté que les dommages oxydatifs des tissus cérébraux s'accompagne de 

troubles d'apprentissage et de mémoire après l'administration de LPS (Anaeigoudari et al., 

2016 ; Abareshi et al., 2016). 

Chez   les   rongeurs   et   les   humains,   le   stress   peut   avoir   des   conséquences  

morphologiques, physiologiques et comportementales persistante (Dudley et al., 2011 ; Yong 

et  al.,2012;  Neigh et  al.,2013). 

 Les composés polyphénoliques issus des algues ont été étudiés pour leur efficacité à réduire le 

stress oxydatif et la neuroinflammation associé aux  déficits de mémoire et de l'apprentissage 

(Kim et al., 2020; Rafiquzzaman et al., 2015) 
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   Aujourd’hui, les molécules d’origine naturelles connaissent depuis toujours un intérêt 

considérable qui ne cesse pas d’augmenter face à la méfiance grandissante du consommateur à 

l’égard des produits de synthèse.   

Depuis longtemps, les macro-algues jouent un rôle économique et écologique très important 

pour les communes du littoral. Aujourd’hui, les algues sont encore peu valorisées malgré leurs 

compositions riches en métabolites secondaires avec des activités biologiques très variées et 

qui peuvent être utilisées dans le domaine de santé, pharmaceutiques et cosmétique.  

Le travail que nous avons effectué dans le cadre de cette thèse s’inscrit d’une part dans  

la contribution de l’étude de l’activité antioxydante et l’activité inhibitrices des enzymatique, 

ainsi l’identification du profil antioxydant des cinq algues étudiées. D’autre part, à l’étude de 

l’éventuel ou hypothétique effet protecteur de l’algue la plus active in vitro comme agent 

antioxydant (F. spiralis) contre le peroxyde d’hydrogène induit le stress oxydatif sur T. 

pyriformis. Ainsi, à l’évaluation de l’activité biologique antioxydante in-vivo chez des rats 

exposés à un stress induit par le LPS, ce stress a été évalué par des approches comportementales. 

 Les résultats ont montré que l’espèce F. spiralis possède une teneur plus élevée en polyphénols 

et flavonoïdes par rapport aux autres espèces. De plus, F. spiralis et C. stricta présentent une 

meilleure activité inhibitrice de la peroxydation lipidique. Ainsi, F.spiralis a montré une bonne 

activité dans le test ABTS, DPPH et l'activité de la capacité antioxydante réductrice de cuivre 

(CUPRAC). En ce qui concerne l'activité chélatrice des métaux, B.bifurcata présente la 

meilleure activité par rapport aux autres espèces. L’activité inhibitrice des enzymes 

acétylcholinestérase, butyrylcholinestérase, tyrosinase, et uréase indique extrait  éthanolique 

de F. spiralis possède la meilleure capacité inhibitrice des enzymes.  

Pour l’identification du profil antioydant par LC-MS / MS, différents antioxydants standards 

ont été recherchés. Les composés majoritaire que nous avons pu quantifier dans les différents 

extraits éthanoliques des cinq algues sont : l'acide quinique, de l'acide malique, de l'acide 

fumarique, de l'acide gallique, de l'acide protocatéchuique, de l'acide 4-OH-benzoïque, de 

l'hespéridine, ont été détectés dans des extraits à l'éthanol des cinq algues marocaines. 

L’extraction par solvant de polarité croissante a montré que les solvants d'extraction ont un 

impact sur le contenu phénolique, flavonoïde et l’activité antioxydant. Les deux fractions 

EtOAc et CHCl3 de F. spiralis possèdent une activité antioxydante et des teneurs en métabolites 

secondaires plus élevées par rapport aux autres extraits. Les fractions les plus actives EtOAc et 
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CHCl3 de l’algue F.spiralis ont été évalué pour leur capacité à atténuer la toxicité induite par 

H2O2 sur T. Pyriformis.  

Les résultats obtenus in-vitro, ont montré que le traitement de T. Pyriformis par le peroxyde 

d’hydrogène par une concentration finale de 300 µM cause un stress oxydant, remarqué par une 

diminution significative de la viabilité cellulaire et le nombre de cellules vivantes, ainsi, une 

augmentation des activités des enzymes (CAT, SOD et GPx) et les marqueurs du stress (GSH 

et MDA). L’effet toxique induit par le peroxyde d’hydrogène est significativement inhibé par 

le traitement avec les fractions EtOAc et CHCl3. 

Ces résultats indiquent que F. spiralis s’est avéré efficace contre la cytotoxicité et les 

changements redox induits par H2O2. F. spiralis pourrait être une source prometteuse de 

composés antioxydants et nutraceutiques à des fins pharmaceutiques. Des analyses 

chromatographiques, en vue de déterminer les profils des composés actifs pour ces deux 

fractions seraient intéressantes à envisager. 

Les résultats obtenus in vivo sur les rats traités par F. spiralis ont montré que le LPS induit une 

toxicité accompagnée des troubles moteurs et comportement anxieux et dépressif chez les rats.  

Les troubles comportementaux associés à l’effet toxique du LPS connaissent une réversibilité 

par le traitement avec F.spiralis, cet effet est probablement dû à l’activité antioxydante fournie 

par les polyphénols de cette algue. 

Compte tenu de nos résultats obtenus, plusieurs perspectives de travail peuvent être 

envisagées. 

L’étude physico-chimique : 

 Purification et isolation des molécules dans les extraits de F.spiralis ayant montré un 

effet protecteur, pour leur utilisation thérapeutique ultérieure. 

 Utiliser d’autres procédés d’extraction pour extraire des métabolites secondaires ayant 

des propriétés anti-oxydantes importantes. 

 Extraire et caractériser d’autres composés des algues comme les huiles et les 

polysaccharides à partir des cinq algues étudiées.  

 Identification du profil antioxydant de la fraction EtOAc et CHCl3 par des techniques 

chromatographiques.  
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Etude in vivo sur des rongeurs (rats) : 

  Évaluation de l'effet de F. spiralis sur le stress oxydatif et inflammation induite par le 

LPS au niveau plasmatique par le dosage des paramètres plasmatiques (Glycémie, 

cholestérol et urée). 

 Dosage de l’activité des antioxydantes (CAT, SOD, GPx) et marqueurs de stress (MDA 

et GSH) au niveau des organes de foie, rein et cerveau. 

 Dosage des marqueurs clés de l’inflammation dans les différentes organes (IL-6, TNF-

α). 

 Dosage des teneurs des protéines marqueurs des lésions hépatiques (ALT, AST). 

 Étude histologique au niveau des organes foie et cerveau pour vérifier si la toxicité 

induite par LPS entraine une transformation au niveau ces organes. 
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A B S T R A C T

The coastlines of Morocco have an abundant resource of diverse seaweeds but the bioactivity of many of
these seaweeds is still unexplored. The aim of this study was to contribute to the evaluation of the antioxi-
dant potential, using different in vitro systems and searching some fingerprints of phenolic constituents
based on LC-MS/MS method of five seaweeds species obtained from Moroccan Atlantic Ocean: Bifurcaria
bifurcata, Cystoseira humilis, Cystoseira stricta, Fucus spiralis and Gelidium sesquipedale. The total phenolic
compounds, the antioxidant activity, anticholinesterase, tyrosinase inhibitory, urease inhibitory activities
and the organic compounds were determined. The results showed that Fucus spiralis possessed the highest
phenolic and flavonoid contents compared to the others. In addition, Fucus spiralis (IC50: 13.25 § 0.9 mg/mL)
and Cystoseira stricta (IC50: 13.58 § 1.2 mg/mL) exhibited higher lipid peroxidation inhibitory activity. The
highest1,1-diphenyl-2-picrylhydrazyl (DPPH) (IC50: 47.23 § 3.8 mg/mL), 2,20-azino-bis (3-ethylbenzothiazo-
line-6-sulfonic acid) dia-mmonium salt (ABTS) (IC50: 5.95 § 0.6 mg/mL), and Cupric reducing antioxidant
capacity (CUPRAC) (55.24 § 0.04 mg trolox equivalents/mg) activity was measured in Fucus spiralis. Regard-
ing metal chelating activity, Bifurcaria bifurcata was the best (IC50: 45.22 § 0.9 mg/mL) compared to the
others. The highest acetylcholinesterase (IC50: 28.92 § 1.8 mg/mL), butyrylcholinesterase (IC50: 11.72 §
2.8 mg/mL), tyrosinase (IC50: 6.19 § 0.4 mg/mL) and urease (IC50: 10.96 § 1.3 mg/mL) inhibitory activities
was found in Fucus spiralis. According to LC-MS/MS results, quinic acid, malic acid, fumaric acid, gallic acid,
protocatechuic acid, 4-OH-benzoic acid, hesperidin, were detected in ethanol extracts of the five Moroccan
seaweeds. This study demonstrated that seaweeds, particularly Fucus spiralis and Cystoseira stricta could be a
promising source of antioxidants and phytochemicals which can be used in cosmetics, pharmaceutical and as
nutritional food supplement in food industries to deleterious free radical induced stress, disorder and dis-
eases.

© 2019 SAAB. Published by Elsevier B.V. All rights reserved.
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1. Introduction

Morocco, whose Atlantic and Mediterranean coasts exceed 3500 km,
constitutes an abundant richness of algal biomass to value and exploit in
the pharmaceutical and agri-food sectors. TheMoroccan algae are diverse
and include more than 93 species of Chlorophyceae, 110 species of
Phaeophyceae and 304 species of Rhodophyceae (Riadi and Kazzaz, 1998,
2000). However, the available scientific reports and knowledge on

Moroccan algae species are very limited. The difference on chemical com-
position of the seaweeds nutrients depends on habitat, maturity state,
species and environmental conditions (Cofrades et al., 2010). Seaweeds
are therefore, a good source of different vitamins, essential amino acids,
dietary fiber, essential fatty acids, hormones, minerals, and phenolic com-
pounds (Senthilkumar et al., 2013; Stirk et al., 2014a, 2014b; Ambrozova
et al., 2014). Furthermore, they are considered as a unique nutrient source
especially in the low-calorie diets and healthier foods (Heiba et al., 1993;
Cofrades et al., 2010; Mohamed et al., 2012). They are also used exten-
sively in agriculture crops as plant biostimulants due to the presence of
endogenous plant growth regulators (Stirk et al., 2014a, 2014b;
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Rengasamy et al., 2014). Recently, seaweeds have received special atten-
tion as a source of natural antioxidants (Senthilkumar et al., 2013).

Seaweeds have been used in pharmacological and food systems
(Chan et al., 2011) due to their bioactive compounds such as phenolic
compounds (Sabeena Farvin and Jacobsen, 2013; Machu et al., 2015;
Agreg�an et al., 2017), phlorotannins (Wijesekara et al., 2011; Sathya et
al., 2017; Shin et al., 2014), fucoxanthin (Yan et al., 1999; Kang et al.,
2014) and polysaccharides (Zhang et al., 2010). Seaweeds present vari-
ous therapeutic properties such as anti-inflammatory (Subash et al.,
2016; Bitencourt et al., 2015), antimicrobial (Stirk et al., 2007; Rhimou
et al., 2010; El Wahidi et al., 2015), antiviral (Bouhlal et al., 2010; Takebe
et al., 2013), antitumoral (Shao et al., 2013; Zhai et al., 2014), radiopro-
tective (Zhang et al., 2008; Shin et al., 2014) and neuroprotective (Rafi-
quzzaman et al., 2015; Custodio et al., 2016; Moodie et al., 2019).

Some of the synthetic antioxidants used in the food industry are
suspected to cause cancer in rats (Grice, 1988). This suspicion led to a
search for safe antioxidants from natural products. Similarly, some of
the drugs being used against Alzheimer’s Disease have side effects to
the liver (€Ozt€urk, 2012). Therefore, it is necessary to develop and uti-
lize more effective and safe bioactive compounds from natural origins
in the food and pharmaceutical industries.

To the best of our knowledge, this study is the first to characterize
bioactivity in ethanol extracts from five Moroccan seaweeds. The sea-
weed studied are the most dominant species in the Moroccan Atlan-
tic coast. Previous studies mainly focused on antibacterial and
antifungal effects of these seaweeds. The objective of the present
study was to undertake and investigate total phenolic and organic
compounds by the establishment of the chemical fingerprint of five
Moroccan seaweeds. In addition, the antioxidant potential and inhibi-
tory activities on some enzymes, as therapeutic tools were evaluated.

2. Materials and methods

2.1. Collection and extraction of seaweeds

Seaweeds were collected in spring 2016 from Atlantic Coast
10 km south of Rabat-Morocco in front of Golden Sand Beach coast
(33°920N; 6°960E) (Fig. 1) at low tide. The seaweeds were identified

by

Professor Moujahid A., Hassan First University, Department of Biology
and Food Sciences according to the nomenclature adopted in the pre-
liminary inventory of benthic algae of the Moroccan Coast (Boudou-
resque, 1984) and updated by Riadi and Kazzaz (2000).

Algal samples were identified as Bifurcaria bifurcata (Ross, 1958),
Cystoseira humilis (Schousboe ex K€utzing, 1860), Cystoseira stricta
(Sauvageau, 1911), Fucus spiralis (Linnaeus, 1753) and Gelidium sequi-
pedale (Clemente) (Thuret, 1876). Voucher specimens of all species
were deposited in the National Herbarium (RAB) of the Moroccan Sci-
entific Institute (Rabat, Morocco).

The seaweeds were transported to the laboratory in a cooler box,
cleaned and washed with sea and fresh water to remove epiphytes,
salts and sands. The samples were dried at 50 °C for 48 to 72 h. The
dried samples were ground in an electrical grinder to obtain fine
powder. Each powdered seaweed (25 g) was extracted using 70% eth-
anol (200 ml) at 60 °C for 2 h. The extraction procedure was repeated
twice and the combined extracts were filtered through Buchner fun-
nel under vacuum. The solvent was evaporated under reduced pres-
sure and eventually lyophilized. The lyophilized extracts were stored
at �20 °C until further used.

2.2. Determination of total phenolic content

The concentrations of phenolic content in all extracts were
expressed as mg pyrocatechol equivalents (PEs), determined with
Folin�Ciocalteu’s reagent (FCR) according to the method of Slinkard
and Singleton (1977). Briefly, 1 mL algal extract (1 mg extract/mL
MeoH) was added to 46 mL distilled water and 1 mL FCR, and mixed
thoroughly. After 3 min, 3 mL sodium carbonate (2%) was added to the
mixture and shaken intermittently for 2 h at room temperature. The
absorbance was read at 760 nm by a spectrophotometer (Shimadzu
1601, Japan). Pyrocatechol was used as standard and the results were
expressed as mg pyrocatechol equivalents (PEs).

2.3. Determination of total flavonoid content

Measurement of flavonoid concentration of the extract was based
on the method described by Tel et al. (2012), with a slight

Fig. 1. Localization of collection point seaweeds at Golden Sand Beach.
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modification (€Ozt€urk et al., 2014). An aliquot of 1 mL algal extact
(1 mg extract/mL MeOH) was added to test tubes containing 0.1 mL
10% aluminum nitrate, 0.1 mL 1 M potassium acetate and 3.8 mL
methanol. After 40 min at room temperature, the absorbance was
determined at 415 nm. The total flavonoid content was calculated
from the standard quercetin calibration curve, and the result was
expressed as mg quercetin equivalents (QEs).

2.4. Antioxidant activity

2.4.1. 1,1-diphenyl-2-picrylhydrazyl (DPPH) radical scavenging assay
The DPPH free radical scavenging activity was determined by the

DPPH method described by (Blois, 1958) with slight modifications
(€Ozt€urk et al., 2014). In its radical form, DPPH absorbs at 517 nm, but
upon reduction by an antioxidant or a radical species, its absorption
decreases. Ethanol was used as a control while butylated hydroxyto-
luene (BH) and a-tocopherol were used as antioxidant standards for
comparison of the activity. The results were recorded as 50% inhibi-
tion concentration (IC50). The sample concentration providing 50%
DPPH scavenging effect (IC50) was calculated from the graph of DPPH
scavenging effect percentage against sample concentration.

2.4.2. 2,20-azino-bis (3-ethylbenzothiazoline-6-sulfonic acid)
diammonium salt (ABTS) radical scavenging assay

The spectrophotometric analysis of ABTS.+ scavenging activity was
determined according to the method of (Re et al., 1999) with slight
modifications (Tel et al., 2013). The ABTS.+ was produced by the reac-
tion between 7 mM ABTS in water and 2.45 mM potassium persul-
fate, stored in the dark at room temperature for 12 h. Before usage,
the ABTS.+ solution was diluted to get an absorbance of 0.703 § 0.025
at 734 nm with ethanol. Ethanol was used as a control, while BHT
and a-tocopherol were used as antioxidant standards for comparison
of the activity. The results were given as 50% inhibition concentration
(IC50). The sample concentration providing 50% ABTS.+ scavenging
effect (IC50) was calculated from the graph of ABTS.+ scavenging effect
percentage against sample concentration.

2.4.3. b-Carotene/linoleic acid bleaching assay
The total antioxidant activity was evaluated using a b-carotene/

linoleic acid test system (Sabudak et al., 2013), with slight modifica-
tions. b-Carotene (0.5 mg) in 1 mL chloroform was added to 25 mL
linoleic acid and 200 mg Tween 40 emulsifier mixture. After evapora-
tion of chloroform under vacuum, 100 mL distilled water saturated
with oxygen was added by vigorous shaking. One hundred sixty
microliters of this mixture were transferred into 40 mL samples at
different concentrations. Ethanol was used as a control. BHA and
a-tocopherol were used as antioxidant standards for comparison of
the activity. As soon as the emulsion was added into each tube, the
zero-time absorbance was measured at 470 nm using a 96-well
microplate reader (Spectra Max 340PC384, Molecular Devices, USA)
and continued to be read every 30 min until the color of control dis-
appeared. The last absorbance of the emulsion was read after incuba-
tion of the plate for 2 h at 50 °C. The bleaching rate (R) of b-carotene
was calculated according to the following equation.

R ¼ ln a
b

t

Where, ln = natural log, a = absorbance at time zero, b = absorbance at
time t (120 min). The antioxidant activity (AA) was calculated in
terms of percent inhibition relative to the control, using the following
equation:

AA ¼ RControl�RSample

RControl
� 100

2.4.4. Cupric-reducing antioxidant capacity
The cupric-reducing antioxidant capacity was determined accord-

ing to the method of (Apak et al., 2004) with slight modifications. To
each well, in a 96-well plate, 50 mL 10 Mm Cu(II), 50 mL 7.5 Mm neo-
cuproine and 60mL NH4Ac buffer (1 M, pH 7.0) solutions were added.
Forty microliters of the extract at different concentrations was added
to the initial mixture to make the final volume 200 mL. After 1 h, the
absorbance at 450 nm was recorded against a reagent blank using a
96-well microplate reader (Spectra Max 340PC384, Molecular Devices,
USA). Results were given as absorbance and compared with those of
BHA and a-tocopherol used as antioxidant standards.

2.4.5. Ferrous ion chelating activity
The chelating activity of the extracts on Fe2+ was measured as

reported by Decker and Welch (1990), with slight modifications. The
extract solution (80 mL dissolved in ethanol in different concentrations)
was added to 40 mL 0.2 mM FeCl2. The reaction was initiated by the
addition of 80 mL 0.5 Mm ferene. The mixture was shaken vigorously
and left standing at room temperature for 10 min. After the mixture
reached equilibrium, the absorbance was measured at 593 nm. EDTA
was used as a positive control for comparison of the activity.

2.6. Enzyme inhibitory activity

2.6.1. Anticholineterase activity
Acetylcholinesterase (AChE, Type-VI-S, EC 3.1.1.7, 425.84 U/mg) and

butyrylcholinesterase (BChE, EC 3.1.1.8, 11.4 U/mg) inhibitory activities
of ethanol extracts were determined according to previously described
Ellman’s colorimetric method (Ellman et al., 1961). For this purpose,
130 mL sodium phosphate buffer (100 mM, pH 8.0), 10 mL ethanolic
extract at different concentrations, and 20mL AChE or BChE enzymes in
buffer were mixed and incubated for 15 min at 25 °C. Subsequently, 20
mL 0.5 mM DTNB (5,50-dithiobis(2-nitrobenzoic acid) and 20 mL ace-
tylthiocholine iodide (0.71 mM) or butyryl-thiocholine chloride
(0.2 mM) was added for AChE, or BChE assay, respectively. Then the
absorbance was measured at 412 nm using a 96-well microplate reader
(SpectraMax 340PC384, Molecular Devices, USA). Galantamine was used
as standard compound (positive control) on two enzymes inhibitory
effects evaluation (Sabudak et al., 2017).

2.6.2. Tyrosinase inhibition activity
Tyrosinase inhibitory activity of the extracts was measured using

the method described by (Hearing, 1987) with slight modification. L-
DOPA was used as a substrate. For this purpose, to the 96 well plate
150 mL potassium phosphate buffer (50 mM, pH 6.5), 10 mL tested
extracts dissolved in absolute ethanol at different concentrations and
20 mL tyrosinase (13.3 U/well) were mixed. After 10 min incubation
at room temperature, 8.4 mM L-DOPA was added then the absor-
bance was measured at 475 nm for 10 min using a 96-well microplate
reader (Spectra Max 340PC384, Molecular Devices, USA) (Sabudak
et al., 2017). The well-known tyrosinase inhibitors kojic acid and
L-mimosine were used as positive controls.

2.6.3. Urease inhibitory activity
Canavalia ensiformis (Jack bean) urease was used to determine inhib-

itory activity where urea was used as substrate (Zahid et al., 2015). The
enzyme solution and substrate (0.1 M) were prepared in phosphate
buffer (0.01 M, pH 8.2). To the well, 10 mL sample in ethanol, and 25 mL
(8.3 £ 10�3 U) urease, and 50 mL urea were added. After 15 min at
30 °C, the 45 mL phenol reagent containing 0.005% w/v sodium nitro-
prusside and 1% w/v phenol, and 70 mL alkali reagent containing 0.1%
NaOCl and 0.5% w/v NaOH were added. The absorbance was measured
kinetically at 630 nm using a 96-well microplate reader (Spectra Max
340PC384, Molecular Devices, USA). The absorbance was measured
kinetically at 630 nm. The thiourea was used as standard to compare
the activity.
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2.7. Identification and quantitation of phenolic compounds

The phenolic compounds and the organic acids of seaweeds were
determined using LC-MS/MS instrument. The ethanolic extract was
dissolved with methanol and diluted to 250 mg/L and then all sam-
ples were filtrated using 0.22-mm microfiber filter. LC�MS/MS (Nex-
era, Shimadzu, Kyoto, Japan) was equipped with DGU-20A3R
degasser, LC-30AD binary pumps, SIL-30AC autosampler and CTO-
10ASvp column oven. The chromatographic separation was per-
formed on a C18 reversed-phase Inertsil ODS-4 (150 mm£ 4.6 mm,
3 mm) analytical column ODS C18 column. The elution gradient con-
sisted of mobile phase A (Water, 5 mM ammonium formate and 0.1%
formic acid) and mobile phase B (methanol, 5 mM ammonium format
and 0.1% formic acid). The elution was started with mobile phase A,
and the gradients of mobile phase B. The optimizations of LC-MS/MS
and the method validation parameters were the same as given previ-
ously (Ertas et al., 2015). The flow rate was 0.5 mL/min while the
injection volume was 4 mL. Twenty-seven phenolic compounds
including flavonoids, flavonoid glycosides, phenolic acids, phenolic
aldehyde, coumarin and three non-phenolic organic acids were
screened in the extracts.

2.8. Statistical analyses

All data on activity assays were the average of triplicate analyses,
which were recorded as mean § standard error of the mean (SEM).
The significance between means were analyzed by ANOVA proce-
dures by using SPSS software program (p < 0.05).

3. Results

3.1. Total phenolic and flavonoid content

The total phenolic content of the seaweed species ranged from
4.68 to 22.91 mg pyrocatechol equivalents per mg extract (PEs/mg
extract). Among the five seaweeds studied, the phenolic content of
Fucus spiralis was 3-fold higher than those of Cystoseira humilis and
Cystoseira stricta and 2- and 5-fold higher Gelidium sesquipedale, and
Bifurcaria bifurcata (Table 1). The flavonoid content of seaweeds
ranged from 4.26 to 26.86 mg quercetin equivalents per mg extract
(QEs/mg extract). The most flavonoid rich extract was the ethanol
extract of Fucus spiralis which was about 3-and 4-fold higher than
those of Cystoseira stricta and Cystoseira humilis, while Gelidium ses-
quipedale was nearly 5-fold lower than Fucus spiralis (Table 1). How-
ever, the lowest amount was observed in Bifurcaria bifurcata, which
was 6.3-fold lower than that of Fucus spiralis.

3.2. Antioxidant activity

DPPH scavenging activity was consistently higher in ethanolic
extracts of Fucus spiralis. These algae present a better activity being

nearly 2-fold higher than those of Gelidium sesquipedale and Cysto-
seira stricta. In contrast, Cystoseira stricta and Bifurcaria bifurcata pres-
ent a lower activity being 2.5 and 4.5-fold lower than that of Fucus
spiralis (Table 2).

Fucus spiralis showed the highest ABTS scavenging activity, which
was very close to those of a-tocopherol and BHT. The other sea-
weeds; namely, Gelidium sesquipedale and Cystoseira humilis also
exhibited good results but lower than those of a-tocopherol, BHT
and quercetin. However, the activity in Bifurcaria bifurcata was lower
than that of ethanol extracts of all seaweeds, with 22-fold lower than
that of Fucus spiralis (Table 2).

In b-carotene-linoleic acid assay, all seaweeds ethanol extracts
exhibited the antioxidant activity with values lower than 75 mg/mL
and none of them exhibited better activity than that of the antioxi-
dant standards. The activity of Fucus spiralis and Cystoseira stricta
were similar and exhibited the higher lipid peroxidation inhibition
activity among all the tested extracts. Gelidium sesquipedale demon-
strated the least activity which was about 6-fold lower than that of
Fucus spiralis (Table 2).

All the seaweeds species had cupric reducing antioxidant capacity.
In accordance with DPPH and ABTS results, Fucus spiralis had also the
best antioxidant capacity. Decreasing the seaweeds antioxidants
activity was nearly 2-fold in Cystoseira stricta and 4-fold in Cystoseira
humilis and Bifurcaria bifurcata. However, the red algae showed an
antioxidant activity with 6.7-fold which is lower than that of the
brown algae Fucus spiralis (Table 2).

The ferrous ion chelating ability of seaweeds extracts exhibited
variable activity. The ethanol extract of all seaweeds exhibited better
metal chelating ability of ferrous ions than that of quercetin stand-
ards. The ethanol extract of the brown algae Bifurcaria bifurcata indi-
cated the best metal chelating activity compared to that of the other
species. Fucus spiralis and Gelidium sesquipedale exhibited relatively
higher activities and showed nearly 1-fold lower than that of Bifurca-
ria bifurcata. The brown seaweeds Cystoseira humilis and Cystoseira
stricta showed the lowest inhibitory activity, 3-and 4-fold, respec-
tively, when compared to that of Bifurcaria bifurcata (Table 2).

3.3. Enzyme inhibitory activity

3.3.1. Anticholinesterase activity
Galantamine was used as a positive control to compare the activ-

ity as it is used to treat mild Alzheimer’s patients. As expected, the
antioxidant brown seaweed Fucus spiralis also demonstrated the
highest AChE and BChE inhibitory activities. The brown seaweed
Bifurcaria bifurcata which had the best chelating ability, also had
good anticholinesterase activity. In contrast, Cystoseira stricta pos-
sessed a better inhibitory activity with 5-fold in BChE and about 3-
fold in AChE lower when compared to than that of Fucus spiralis. The
other seaweeds were inactive against both enzymes (Table 3).

3.3.2. Tyrosinase inhibitory activity
Except for Bifurcaria bifurcata and Gelidium sesquipedale, seaweed

extracts possessed tyrosonase inhibitory activity. Fucus spiralis exhibited
the highest inhibitory activity, 4- and 13-fold higher than Cystoseira
stricta and Cystoseira humilis respectively. Cystoseira stricta and Cysto-
seira humilis also indicated good tyrosinase inhibitory activities com-
pared to those of Gelidium sesquipedale and Bifurcaria bifurcata (Table 3).

3.3.3. Urease inhibitory activity
The brown algae Fucus spiralis was the most active extract among

the other seaweeds. Fucus spiralis present a better urease inhibitory
activity, being two times than the Thiourea standards. Thus, Cysto-
seira stricta was also exhibited good inhibitory activity. However,
moderate activity was found in Cystoseira humilis and Bifurcaria bifur-
cata, 13-fold and 17-fold lower when compared to that of Fucus spira-
lis (Table 3).

Table 1
Total phenolic and total flavonoid contents of the extracts of the selected
seaweeds.a

Extracts Phenolic content mg
PEs/mg extractb

Flavonoid content mg
QEs/mg extractc

Cystoseira stricta 7.24 § 0.03 8.53 § 0.02
Cystoseira humilis 7.68 § 0.05 6.72 § 0.02
Fucus spiralis 22.9 § 0.06 26.9 § 0.03
Bifurcaria bifurcata 4.68 § 0.04 4.26 § 0.02
Gelidium sesquipedale 11.1 § 0.03 5.84 § 0.02
a Values expressed are means § standard error of three parallel measure-

ments (p < 0.05).
b PEs. pyrocatechol equivalents.
c QEs. quercetin equivalents.
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3.4. Identification and quantification of phenolic compounds

Twenty-seven organic compounds were screened for the ethanol
extracts of five Moroccan seaweeds by LC-MS/MS. Quinic acid was the
most abundant compound of seaweed extracts which was detected in
all studied seaweeds. The quinic acid ranged between 8535 and
415094.45 mg/g. Hesperidin and malic acid were also detected in all
samples within the range of 67.42�73.48 mg/g and 366.4�616.9 mg/g,
respectively. Fumaric acid, gallic acid, protocatechuic acid and 4-
hydroxy-benzoic acid were also detected in some samples. According to
LC-MS/MS results, quinic acid was the main component of Fucus spiralis
and Gelidium sesquipedale and yielded nearly to 40% (w) of the extract.
Since Fucus spiralis was the most active and Gelidium sesquipedale had
relatively low activity, the quinic acid is probably not responsible for the
activity. Similarly, malic acid is probably not responsible for the activi-
ties. The third common compound for all seaweeds was hesperidin,
which is known as a strong antioxidant, and gives various activities.
However, the yield was very low (>0.01%) (Table 4).

4. Discussion

Phenolic compounds (e.g. flavonoids, phenolic acids, and tannins)
are considered as effective chain breaking antioxidants which may
directly participate in antioxidative action (Shahidi et al., 1992).
Hence, the total flavonoid and phenolic contents of the Bifurcaria
bifurcata, Cystoseira humilis, Cystoseira stricta, Gelidium sesquipedale
and Fucus spiralis extracts were determined as quercetin and pyrocat-
echol equivalents, respectively. Antioxidant compounds have an abil-
ity to inhibit the acetylcholinesterase and butyryl-cholinesterase
enzymes (Atta-ur-Rahman and Choudhary, 2001; Moodie et al.,
2019). Therefore, the acetylcholinesterase and butyrylcholinesterase
inhibitory activity was screened beside the antioxidant activity
assays. In addition, the urease inhibitory activity and tyrosinase
inhibitory activity were also evaluated for the seaweeds extracts.

In a previous study, the phenolic content of Fucus spiralis was
reported to be 1.15 § 0.06 mmol equivalents of gallic acid/g dry
weight, corresponding to 195.6 mg gallic acid equivalents per mg
extract (Peinado et al., 2014). Furthermore, the methanolic extract of
Turbinaria ornata and Turbinaria conoides exhibited a higher phenolic
compound content with values of 16.64 § 0.10 and 3.42 § 0.35 mg of
GAE/g, respectively (Chakraborty et al., 2013). The present results are
in agreement with the previous study of Sabeena Farvin and Jacobsen,
2013, which showed that all the ethanolic extracts of the Fucus species
had high total phenolic content with values ranging from 32 to
1920 mg/100 g dried seaweed. Flavonoids are a group of natural phe-
nolic compounds exhibiting anti-inflammatory, anticancer, antiproli-
ferative, antihypertensive, and antioxidant activity (Maheswari et al.,
2016). Flavonoids also protect humans from coronary heart disease
effects (Xiao et al., 2011). The content of flavonoids in Cystoseira Bar-
bara varied from 5 to 8 mg QEs/g dried extract (Haddar et al., 2012).

DPPH is a stable free radical. In this assay, DPPH tests the scaveng-
ing ability of the antioxidants which are soluble in organic media.
Herein, the higher radical scavenging activity was observed in the
brown seaweed Fucus spiralis with inhibitory activity better than
those of the BHT standards. In previous studies, brown seaweeds pos-
sessed the most potent radical scavenging activity against DPPH com-
pared to other seaweeds (Andrade et al., 2013). The DPPH free radical
scavenging of Fucus spiralis was 54.5 § 0.4 mmol trolox/g DW (Pei-
nado et al., 2014). Brown seaweed in general have better DPPH radi-
cal scavenging than red seaweed and Fucus species are good DPPH
scavengers (Jimenez-Escrig et al., 2001; Wang et al., 2009).

ABTS tests the electron donating capacity of an antioxidant,
which are soluble, both in lipophilic and hydrophilic media.
Another advantage over the DPPH assay is that ABTS also tests
compounds having steric hindrance (Demirkiran et al., 2013). In
the present study, the best inhibitory activity was observed in
Fucus spiralis with a value close to those of the a-tocopherol and
BHT standards. In previous finding, ethanol extracts of brown

Table 2
Antioxidant activity of extracts of seaweeds by the DPPH., b-carotene-linoleic acid, ABTS.+, and metal chelating assays.a

Samples DPPH assay IC50 (mg/mL) b-carotene-linoleic acid
assay IC50 (mg/mL)

ABTS assay IC50 (mg/mL) Fe2+- Ferrin assay IC50 (mg/
mL)

CUPRAC (mg Trolox
equivalents / mg extract)

Cystoseira stricta 78.73 § 1.1 13.58 § 1.2 113.4 § 2.1 198.9 § 5.9 24.06 § 0.02
Cystoseira humilis 121.1 § 1.3 27.58 § 0.8 57.81 § 1.3 136.1 § 4.4 12.98 § 0.03
Fucus spiralis 47.23 § 3.8 13.25 § 0.9 5.95 § 0.6 55.01 § 1.9 55.24 § 0.04
Bifurcariabifurcata 208.5 § 1.4 48.60 § 3.2 130.6 § 1.9 45.22 § 0.9 12.92 § 0.03
Gelidium sesquipedale 84.61 § 3.9 75.36 § 3.6 44.46 § 2.4 83.73 § 2.9 8.25 § 0.01
a-Tocopherolb 12.26 § 0.07 2.10 § 0.08 4.87 § 0.56 NT �
BHTb 54.96 § 0.99 1.34 § 0.09 4.10 § 0.06 NT �
Quercetinb 2.07 § 0.11 1.80 § 0.10 1.18 § 0.03 250.1 § 0.07 �
EDTAb NT NT NT 6.50 § 0.07 �

NT= not tested.
a IC50 values represent the means § standard error meaning of three parallel measurements (p < 0.05).
b Reference compounds.

Table 3
Acetylcholinesterase (AChE), butyrylcholinesterase (BChE), tyrosinase and urease inhibitory activities of extracts of seaweeds.a

Samples AChE assay IC50 (mg/mL) BChE assay IC50 (mg/mL) Tyrosinase assay IC50 (mg/mL) Urease assay IC50 (mg/mL)

Cystoseira stricta 83.1 § 2.1 69.4 § 1.9 28.1 § 2.8 25.9 § 1.9
Cystoseira humilis >200 >200 84.1 § 0.9 148 § 4.8
Fucus spiralis 28.9 § 1.8 11.7 § 2.8 6.19 § 0.4 10.9 § 1.3
Bifurcaria bifurcata 141 § 1.3 177 § 0.9 >200 191 § 5.1
Gelidium sesquipedale >200 >200 >200 >200
Galantamineb 0.005 § 0.00 0.051 § 0.00 NT NT

Kojic acidb NT NT 0.67 § 0.06 NT

L-Mimosineb NT NT 0.64 § 0.04 NT

Thiourea NT NT NT 23.8 § 0.2

NT = not tested.
a IC50 values represent the means § standard error meaning of three parallel measurements (p < 0.05).
b Positive standards.
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seaweed Sargassum wightii showed the highest activity in ABTS
radical scavenging assay compared to green and red seaweed
(Seenivasan and Indu, 2013).

Linoleic acid contains two double bonds at �9 and �12 positions
which are easily oxidized by the singlet oxygen in the media and the
antioxidant gives H. to the media to inhibit the radicalic reaction
(Ozt€urk et al., 2009). Therefore, b-carotene is used to monitor the
reaction. The total carotenoid contents of Fucus serratus was approxi-
mately 0.08% of the dried extracted cells, and fucoxanthin comprises
about 70% of the total carotenoid (Liaaen-Jensen and Haugan, 1989).
In this present work, Fucus spiralis and Cystoseira stricta containing
higher amount of fucoxanthin had higher lipid peroxidation inhibi-
tion. This result is in accordance with the result of Holdt and Kraan
(2011) where the fucoxanthin content ranges from 172 to
720 mg kg�1 DW in the brown seaweeds species, with a maximal
concentration in Fucus serratus.

The CUPRAC assay tests the reducing capacity of the antioxidants,
which have the ability to give electrons to the media. The method
relies on the reduction of cupric to the cuprous form by an antioxi-
dant (€Ozy€urek et al., 2011). Based on this method, all studied algae
exhibited the ability of reducing copper ions from Cu(II) to Cu(I). The
Moroccan brown seaweed Fucus spiralis showed the highest reducing
activity when compared to the other seaweeds. The assessment of
the antioxidant activity of fucoidan extract from the brown seaweed
Padina distromatica exhibited the ability of reducing copper in a con-
centration dependent manner (Paul, 2014). The highest antioxidant
capacities in the CUPRAC assay were observed for some phenolic
acids (Apak et al., 2008).

The complexation of excess amount of ferrous ions in the biologi-
cal fluids is necessary; thus, the antioxidant capacity of seaweeds
was evaluated according to the ferrous ions chelating assay. In this
work, the ethanol extract of Fucus spiralis exhibited the best activity
in all antioxidant activity assays except in the metal chelating activity
assay. This suggests that Fucus spiralis mostly contains lipophilic and
low molecular weight antioxidant compounds in good amounts. In
the present study, the brown seaweed Bifurcaria bifurcata demon-
strated the best metal chelating activity, although exhibiting rela-
tively lower activity in other assays. The chemical complexity of the
seaweed extracts can significantly interfer in the biological activities
of natural products (Nickavar and Esbati, 2012). A similar result was
reported for the Icelandic seaweed (Palmaria palmata and Chondrus
crispus) extracts which showed the highest ferrous ion-chelating
activity while the lower polyphenol content resulted in weaker DPPH
free radical scavenging activity (Wang et al., 2009).

Previous studies highlighted high antioxidant activities and high
phenolic contents in Fucus species such as Fucus spiralis and Fucus
vesiculosus, and attributed these high activities to the presence of
phlorotannins (Tierney et al., 2013; Wang et al., 2012). Since, the cor-
relation was reported between antioxidant and anticholinesterase
compounds, the anticholinesterase activity of seaweeds extracts was
carried out against acetylcholinesterase (AChE) and butyryl

cholinesterase (BChE) which are the chief enzymes of Alzheimer dis-
ease. The inhibition of acetylcholinesterase (AChE) enzyme, which
catalyzes the breakdown of ACh, is considered to be a useful thera-
peutic approach for the symptomatic treatment of Alzheimer’s dis-
ease (Pangestuti and Kim, 2011). In the present study, the findings
suggest that among the tested Moroccan seaweeds, Fucus spiralis,
Bifurcaria bifurcata and Cystoseira stricta had potential anticholines-
terase compounds, which could be used in future as therapeutic
agents for Alzheimer’s disease. In another study on South African sea-
weeds, all seaweeds extracts tested had acetylcholinesterase inhibi-
tory activity, among them Dictyota humifusa extracts were the most
effective at inhibiting AChE (Stirk et al., 2007). In a recent study, two
Cystoseira species; namely, Cystoseira tamariscifolia and Cystoseira
nodicaulis were reported as potential anticholinesterase compounds
(Custodio et al., 2016). Screening of AChE and BChE inhibitory activity
on ethanol extracts of different seaweeds showed that extracts from
Cystoseira usneoides and Fucus spiralis were potent inhibitors
(Andrade et al., 2013). In another study, brown algae, such as Ecklonia
maxima, Ecklonia stolonifera and Ishige okamurae were also able to
inhibit AChE (Yoon et al., 2008; Yoon et al., 2009; Kannan et al.,
2013).

The tyrosinase enzyme contains copper and is a polyphenol
oxidase. It is linked to melanin hyperpigmentation of skin and
the inhibition of tyrosinase plays an important role for vitiligo
disease as well as other skin related diseases. Tyrosinase inhibi-
tors are used as a whitening agent in cosmetics in clinical skin
treatments (Shiino et al., 2001). Therefore, the compounds scav-
enging DPPH free radical such as some flavonoids and hydroxy
benzenes inhibit tyrosinase enzyme (Momtaz et al., 2008). In the
same way, marine products have been used in cosmetics and/or
pharmaceuticals (Kim et al., 2017). In this study, Fucus spiralis
was the most active algae against tyrosinase enzyme. In another
study, methanol extracts of other brown algal species, such as
Cystoseira tamariscifolia and Cystoseira nodicaulis strongly inhibit
tyrosinase (Custodio et al., 2016). 7-Phloroeckol and dieckol iso-
lated from the brown algae Ecklonia cava had higher inhibitory
activity than those of commercial inhibitors such as arbutin and
kojic acid against tyrosinase (Yoon et al., 2009; Heo et al., 2009).
In vivo studies in mice suggested that fucoxanthin isolated from
Laminaria japonica suppressed tyrosinase activity in ultraviolet B
(UV-B)-irradiated guinea pig and melanogenesis in UV-B-irradi-
ated mice (Thomas and Kim, 2013).

Urease enzyme has an important role in the development of gas-
tric and peptic ulcer causing cancer (Mobley and Hausinger, 1989).
Therefore, obtaining new urease inhibitors has become more attrac-
tive to treat or prevent urease mediated diseases. Brown seaweed
contain sulfated polysaccharides (fucoidan compounds) which are
natural substances inhibiting urease during Helicobacter pylori infec-
tion (Ayala et al., 2014). Herein, the urease enzyme inhibitory activity
of five algae was studied. Among them, the brown algae Fucus spiralis
was the most potent.

Table 4
Identification and quantification of compounds of ethanol extract of seaweeds by LC�MS/MS.

Sample name Retention
time (min)

Parent
ion (m/z)a

MS2 (Collision
energy)b

mg analyte /g extract

Cystoseira
stricta

Cystoseira
humilis

Fucus
spiralis

Bifurcaria bifurcata Gelidium
sesquipedale

Quinic acid 1.13 191.0 85 (22), 93 (22) 8535 12762.04 415094.45 59340.49 412594.82
Malic acid 1.23 133.1 115 (14), 71 (17) 468.3 590.1 366.4 450.4 616.9
Fumaric acid 1.48 115.0 71.4 � 16.33 � � �
Gallic acid 3.00 169.1 125 (14), 79 (25) � 20.73 � � 10.98
Protocatechuic acid 4.93 153.0 109 (16), 108 (26) 6.333 � � � �
4-Hydroxy-benzoic acid 7.39 137.0 93, 65 25.11 146.3 56.58 � �
Hesperidin 12.67 611.1 303, 465 73.48 67.02 66.41 70.35 62.47
a Parent ion (m/z): molecular ions of the standard compounds (mass to charge ratio).
b MS2 (CE): MRM fragments for the related molecular ions (CE refers to related collision energies of the fragment ions).
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To further explore the phenolic profile of the Moroccan seaweeds,
the extracts were analyzed by LC-MS/MS. The main components in
ethanolic extracts were quinic acid, hesperidin and malic acid. The
phenolic compounds tentatively identified from the ethanolic extract
in the present study are in accordance with previous studies. Pheno-
lic acids of the brown seaweeds Ascophyllum nodosum, Bifurcaria
bifurcata and Fucus vesiculosus from Spain were predominantly com-
posed of quinic acid derivatives (Agreg�an et al., 2017). Ethanolic
extracts of Fucus vesiculosus and Fucus serratus contained trace levels
of chlorogenic acids. Water extracts of all the Fucus species contained
no p-hydroxybenzoic acid and syringic acid (Sabeena Farvin and
Jacobsen, 2013).

Marine red and brown seaweed are an important source of bioactive
secondary metabolite including phenols and polyphenols (Li et al.,
2009). The brown seaweeds contain phlorotannins, flavonoids and con-
densed tannins such fucoxanthin, phloroglucinol, fucoidan (Thomas and
Kim, 2013; P�adua et al., 2015 ). Red seaweed contains sulfated polysac-
charides as major constituents (Fleita et al., 2015; Rodrigues et al.,
2012). In a previous study regarding red and green seaweeds, a series of
polyphenolic compounds such as m-hydroxybenzoic, protocatechuic
and p-hyroxybenzoic acids were quantified in South African seaweeds
(Rengasamy et al., 2015). Previous reports indicated the presence of sev-
eral phenolic compounds, especially, ferulic, salicylic, coumaric, syringic,
vanillic, gallic, caffeic, chlorogenic and p-hydroxybenzoic acids in 16 sea-
weeds (Fernando et al., 2016). However, in this study, the red algae Geli-
dium sesquipedale contained high amount of malic acid may be
considered as a potential new source for malic acid. In the present study,
the compounds elucidated using the LC-MS/MS instrument are insuffi-
cient to explain the activities tested herein. Therefore, further studies,
particularly bioactivity guided fractionation is necessary to understand
the origin of the activity.

5. Conclusion

The results presented herein are the first data on the antioxidant
activity of Cystoseira stricta, and Gelidium sesquipedale, and the first infor-
mation on the anticholinesterase activity of Bifurcaria bifurcata, Cystoseira
stricta and Gelidium sesquipedale. The tyrosinase and urease inhibitory
activities of all seaweeds were studied for the first time. In antioxidant
activity methods, the best activity was observed in lipid peroxidation
inhibition by the b-carotene�linoleic acid assay. Among the seaweeds,
Cystoseira stricta and Fucus spiralis exhibited the best activity in all antiox-
idant tests, except for ferrous chelating activity. In four enzymes inhibi-
tory activity. Fucus spiralis was the most active. Cystoseira stricta also
exhibited similar inhibitory activity to that of Fucus spiralis against acetyl-
cholinesterase, butyryl-cholinesterase, tyrosinase, and urease enzymes.

Development of tyrosinase inhibitors is becoming increasingly neces-
sary in the cosmetic and pharmaceutical industry due to their usability in
the treatment of hyperpigmentation related dermatological disorders,
skin-whitening property and depigmentation after sunbum. In this study,
it can be concluded that Fucus spiralis, and Cystoseira stricta are potential
candidates as a natural source of tyrosinase inhibitors. The results indi-
cated that the seaweeds commonly used as foods and as therapeutics
since ancient times in maritime countries might be used in food and
pharmaceutical industries as preservatives and/or therapeutic agents.
However, further bioactivity studies and isolated constituents are needed.
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Abstract: Algae are well-known to be exceptionally rich sources for biologically active metabolites 

and have recently gained recognition for their therapeutic applications. This study is designed to assess 

the phenolic composition of five algae and evaluate their antioxidant and protective effects against 

hydrogen peroxide (H2O2) induced cytotoxicity in the protozoa Tetrahymena pyriformis. Successive 

fractionations of five algae using five solvents were performed. Spectrophotometric methods were used 

to determine the total phenolic and flavonoid contents. The antioxidant capacities of fractions of these 

five algae were assessed through three in vitro tests (DPPH, ABTS, and FRAP). The active fractions 

were further evaluated for their ability to attenuate H2O2 induced toxicity in T. pyriformis. Fucus spiralis 

has rich phenolic contents from chloroform (CHCl3) and ethyl acetate (EtOAc) fractions, averaging 

65±0.90 µg GAE/mg fraction and 429.81±9.36 µg GAE /mg fraction, respectively. This algae also 

showed significant FRAP (261.53±5.40 and 117.66±0.40 µg /mL), DPPH (IC50: 49.51±3.29 and 

55.48±0.20 µg) and ABTS (IC50: 50.73±2.62 and 219.82±5.47 µg /mL) results. The treatment with 

300 µM H2O2-induced oxidative stress as shown by the significant decrease in the cell viability and the 

number of cells increases in CAT, SOD, GPx activities, and the levels of GSH and MDA. However, 

the treatment with EtOAc and CHCl3 fractions from F. spiralis appeared to be effective against 

cytotoxicity and the redox changes induced by H2O2. The results indicate that F. spiralis is a promising 

source of antioxidant and nutraceutical compounds for pharmaceutical purposes.  

Keywords: Antioxidant activity; brown algae; Fucus spiralis; oxidative stress; Tetrahymena 

pyriformis; hydrogen peroxide. 

© 2020 by the authors. This article is an open-access article distributed under the terms and conditions of the Creative 

Commons Attribution (CC BY) license (https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/). 

1. Introduction 

Oxidative stress may produce excess amounts of free radical species following the 

exposure of aerobic cells to endogenous and exogenous factors. Reactive oxygen species 

(ROS) have important roles in the regulation of intracellular signal transduction and 

physiological adaptation phenomena in normal cells and tissues [1]. However, excessive 

concentration of ROS may trigger the development of various chronic diseases by impairing 

the structure of cellular membrane lipids, proteins, and DNA  [2-3]. 

Hydrogen peroxide (H2O2), a relatively weak oxidant reactive oxygen species form 

ROS, is generated by a variety of intracellular reactions [2]. Physiologically, the low levels of 
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endogenous H2O2 modulate physiological cellular functions [4]. However, high levels of H2O2, 

such as observed in inflammatory states, generally cause cellular dysfunction and/or 

cytotoxicity.  

The accumulation of excessive ROS is expected to worsen the oxidative stress and 

might be implicated in a set of disorder/disease processes, including heart disease, diabetes, 

liver injury, cancer, neurodegenerative diseases such as Alzheimer’s disease, and other age-

related degenerative disorders [5-6]. However, the sensitivity of cells to oxidants is controlled 

by producing enzymatic antioxidant defense systems, such as glutathione peroxidase (GPx), 

catalase (CAT) and superoxide dismutase (SOD), non-enzymatic glutathione (GSH), histidine-

peptide, or iron-binding proteins [7]. In addition to such defenses, the supplementation of 

antioxidants can be considered as the alternative method for chelation therapy of free radicals. 

Over the past few decades, researchers have pursued efforts to isolate natural bioactive 

compounds with versatile health benefits, and substantial attention has been focused on a wide 

array of antioxidants [8]. Marine macroalgae have been widely used in traditional foods since 

ancient times and are traditionally renowned for their versatile health benefits [9-10]. Several 

compounds with antioxidative action have been isolated from brown algae, most of them 

belonging to the phenolic fraction [11-12]. The total phenolic contents and activities of brown 

algal extracts have been reported [13-14]. 

Marine macroalgae have long been reported to be rich in unique bioactive compounds 

that are not found in terrestrial plants, including different proteins such as lectins, 

phycobiliproteins, peptides, and amino acids [12-15], hormones [16], polyphenols [17-18], 

polysaccharides [19 -20], and other novel bioactive compounds which might represent a 

potential to be used in the development of new human health applications [21]. Algae extracts 

have been described to have many phytochemicals with a range of different activities such as 

anti-inflammatory effects  [22-23], neuroprotective effects [24-25], anti-aging effects [26-27], 

anti-cancer effects [22], antibacterial activity [28-29], antioxidant effects [30-31] and 

cardioprotective effects [32].  

Our recent studies on the five algae showed that Fucus spiralis has a higher antioxidant 

activity among the other species [31]. Therefore, the aim of this study is to evaluate the 

antioxidant activity of five algae from Moroccan coastlines by quantifying of total phenolic 

and flavonoid contents, 2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl (DPPH), 2,2’-azino-bis (3-

ethylbenzthiazoline-6-sulphonic acid (ABTS) and by the ferric reducing antioxidant power 

(FRAP). In this study, Tetrahymena pyriformis, eukaryotic cell, was used as a model that 

imitates the animal cell, especially mammalian and used widely in toxicology and 

ecotoxicology [33]. The selected algal fractions were then evaluated for their protective effect 

against H2O2-induced stress on Tetrahymena pyriformis cellular antioxidants, metabolic 

systems, and in particular, their effects on CAT, GPx, SOD, GSH, and malondialdehyde 

(MDA) levels. The fractions of chloroform (CHCl3) and ethyl acetate (EtOAc) of F. spiralis 

were used for the treatment of forced stress induced by H2O2. 

2. Materials and Methods 

2.1. Algal materials. 

Alive and fresh samples of algae were collected during the low tide in the middle/lower 

intertidal areas of a beach from the Atlantic coast, namely Golden Sand Beach (sable d'Or, 

33°919677’N; 6° 969531’E), 10 km south of Rabat-Morocco. The investigated algae were 
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identified as Bifurcaria bifurcata (Ross 1958), Cystoseira humilis (Schousboe ex Kutzing, 

1860), Cystoseira stricta (Sauvageau 1911), Fucus spiralis (Linnaeus 1753) and Gelidium 

sequipedale (Clemente) (Thuret 1876). Voucher specimens of all species were deposited in the 

National Herbarium (RAB) of the Moroccan Scientific Institute (Rabat, Morocco). 

2.2. Extract preparation.  

The collected algae samples were immediately brought to the laboratory in plastic bags 

containing natural seawater to prevent evaporation. Algae were thoroughly washed with fresh 

water to remove extraneous materials and air-dried at 60°C. The dried algae were then ground 

in an electric mixer and stored at 4°C until use. The milled algae materials (25 g of each) were 

extracted twice with 80% methanol at room temperature overnight after being at 60°C for 2h. 

The crude extract was obtained by concentrating the supernatant using a rotary evaporator 

(Buchner) and a vacuum oven set at 30°C. The crude extract was dissolved in water and then 

partitioned sequentially in four different solvents, n-Hexane (Hex), CHCl3, EtOAc, and n-

butanol (BuOH) to fractionate the polar and non-polar compounds in the crude methanolic 

extract. The resulting solvent fractions were concentrated by a rotary evaporator and dried by 

a vacuum oven set at 30°C. The crude extract and its solvent fractions were stored in the dark 

at -20°C before analysis. 

2.3. Bioactive constituent. 

2.3.1. Determination of total phenol content.  

Total polyphenol content (TCP) was determined according to the method of Slinkard 

and Singleton [34]. The calibration curve generated using the gallic acid standards was used to 

obtain the values for algae samples, which are expressed as micrograms of gallic acid 

equivalents (GAE) per milligram of crude extract or fraction (µg GAE mg-1). 

2.3.2. Determination of total flavonoid content. 

The method reported in Tel et al. [35] was adopted for the determination of flavonoids. 

Flavonoid contents were calculated using a standard calibration curve prepared from quercetin. 

The concentrations of flavonoids in the test samples were calculated from the calibration plot 

and expressed as µg quercetin equivalent (QEs) per milligram of crude extract or fraction (µg 

QEs mg-1). 

2.4. Antioxidant activity.  

2.4.1. Ferric reducing power assay (FRAP). 

The reducing power of different extracts was determined using the method reported by 

Oyaizu  [36] with slight modification. One milliliter of different concentrations of test samples 

(0.2-1 mg/mL) were mixed with 2.5 mL sodium phosphate buffer (0.2 M, pH 6.6) and 2.5 mL 

of 1% potassium ferricyanide (K3Fe(CN)6) solution. The mixture was incubated at 50°C for 20 

min. Then, trichloroacetic acid (10%, 2.5 mL) was added to the mixture. Next, 2.5 mL of this 

solution was mixed with 2.5 mL distilled water and 0.5 mL of 0.1% FeCl3, and the absorbance 

was measured at 700 nm. Blanc was prepared with all the reaction agents without extracts. 
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Higher absorbance of the reaction mixture indicated that the reducing power was increased. 

Ascorbic acid was used as a positive control. The experiment was performed in triplicate. 

2.4.2. DPPH free radical scavenging assay. 

The free radical scavenging activity of extracts was determined by the DPPH assay 

described by Blois  [37], with a slight modification. In its radical form, DPPH absorbs at 517 

nm, but its absorption decreases upon reduction by an antioxidant or radical species. Briefly, a 

0.1 mM solution of DPPH in methanol was prepared, and 160 µL of this solution was added to 

40 µL of the sample solution in methanol at different concentrations (0.2-1 mg/mL). Thirty 

minutes later, the absorbance was measured at 517 nm using a 96-well microplate reader. 

Methanol was used as a control. Lower absorbance of the reaction mixture indicates higher free 

radical scavenging activity. The capability to scavenge the DPPH radical of an antioxidant was 

calculated using the following equation (1): 

(1) DPPH scavenging effect (%)  =
A control−A sample 

A control 
× 100 

where Acontrol is the initial concentration of the DPPH, and Asample is the absorbance of the 

remaining concentration of DPPH in the presence of the sample. BHA and α-tocopherol were 

used as antioxidant standards for comparison of the activity. IC50 values (µg/mL) were also 

determined for fractions or extracts that scavenged DPPH radicals at a rate superior to 50%. 

2.4.3. ABTS cation radical decolorization assay. 

The spectrophotometric analysis of ABTS⋅+ scavenging activity was determined 

according to the method of. [38] with slight modifications. The ABTS⋅+ was produced by the 

reaction between 7 mM ABTS in H2O and 2.45 mM potassium persulfate, stored in the dark at 

room temperature for 12 h. The radical cation was stable in this form for more than 2 days 

when stored in the dark at room temperature. Before usage, the ABTS⋅+ solution was diluted to 

achieve an absorbance of 0.708±0.025 at 734 nm with ethanol. Then, 160 μL of ABTS⋅+ 

solution was added to 40 μL of the sample solution in ethanol at different concentrations. After 

10 min, using a 96-well microplate reader, the percentage inhibition at 734 nm was calculated 

for each concentration relative to a blank absorbance. The scavenging capability of ABTS⋅+ 

was calculated using the following equation (2): 

(2) ABTS⋅+ scavenging effect (%)  =
A control−A sample 

A control 
× 100 

where Acontrol is the initial concentration of the ABTS⋅+ and Asample is the absorbance of the 

remaining concentration of ABTS⋅+ in the presence of the sample. BHA and α-tocopherol were 

used as antioxidant standards for comparison of the activity. IC50 values (µg/mL) were also 

determined for fractions or extracts that scavenged ABTS⋅+ radical over 50%. 

2.5. Protective effect of selected extracts on hydrogen peroxide-induced cytotoxicity.  

2.5.1. Cell culture of Tetrahymena pyriformis. 

A wild strain of Tetrahymena pyriformis was grown aerobically without shaking in a 

broth medium containing 1.5% protease-peptone, 0.25% yeast extract, and 0.2% glucose at 

28°C during 72h [39]. For all experiments, the protozoa were always in the exponential growth 

phase, at a density of 1×104/mL. 
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To determine the effect of the selected algae extracts and hydrogen peroxide on the 

viability of T. pyriformis, the protozoa cells were grown in PPYG medium added with various 

concentrations of H2O2 (200-500 µg/mL) to determine the sub-lethal concentration of H2O2. 

For selecting the extract which has the best activity, the cells were maintained in a PPYG 

medium supplemented with various concentrations of either ethyl acetate or chloroform 

fractions of F. Spiralis (0.03-0.60 mg/mL) to determine the non-toxic concentration extracts. 

To evaluate the protective effect of selected extracts on hydrogen peroxide-induced 

cytotoxicity, the culture of T. Pyriformis cells was treated with a non-toxic concentration of 

either the chloroform or ethyl acetate fraction from F. spiralis algae. 

2.5.2. Cell proliferation and viability assays. 

The effects of treatments with H2O2 with or without ethyl acetate or chloroform fraction 

aliquots on the proliferation of T. pyriformis were evaluated optically using a microscope. T. 

pyriformis cell viability and/or mitochondrial activity was determined using MTT (3-(4,5-

dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide) assay method [40]. The MTT assay 

was performed in 96-well microplates. The formazan production due to dehydrogenase activity 

at 550 nm was measured at 540 nm with a microplate reader. The results were expressed as 

percentage viability and cell numbers compared to the control. 

2.6. Determination of antioxidant enzyme activities in T. pyriformis.  

2.6.1. Preparation of crude extracts. 

Protozoan cells were harvested during the logarithmic growth phase by centrifugation 

at 12000 g for 15 min. The pellet obtained was suspended in 1 mL of 50 mM phosphate buffer 

at pH 7.4. The cells were then crushed in the cold (-4C°) with ultraturax for 20 min, followed 

by sonication of the sample (80W, 60 s). The obtained supernatant (soluble protein fraction) 

was considered as the crude cell-free extract used in all enzyme assays. 

2.6.2. CAT activity. 

CAT activity in the crude cell-free extract was measured according to the method as 

previously described [41]. Briefly, 1 mL reaction reagent contained 50 mM KH2PO4/K2HPO4 

buffer, 30 mM H2O2, and was prepared at a pH of 7. CAT activity was calculated from the time 

of consumption of H2O2, resulting in an absorbance decrease at 240 nm. The enzyme activity 

was expressed as mmol of H2O2 consumed/min/mg protein. 

2.6.3. SOD activity. 

The activity of SOD was determined according to the procedure of Paoletti et al. [42]. 

The total (Cu-Zn and Mn)  SOD activity was determined by measuring its ability to inhibit the 

photoreduction of nitroblue tetrazolium (NBT) [43]. One unit of SOD represents the amount 

inhibiting the photoreduction of NBT by 50%. The activity was expressed as units/mg protein 

at 25°C. 

2.6.4. GPx activity. 

GPx activity was measured following the method as previously described [44]. The 

reaction reagent consisted of 0.1M potassium phosphate buffer (pH 7.4), 2 mM GSH, 10 mM 
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sodium azide, 0.5 mM EDTA, 1mM H2O2 and 0.3 mL of the extract. After incubation at 37°C 

for 15 min, the reaction was terminated by the addition of trichloroacetic acid (TCA, 5%, 0.5 

mL). Tubes were centrifuged at 1200 g for 5 min, and the supernatant was collected. A quantity 

of 0.2 mL of phosphate buffer (0.1 M pH 7.4) and 0.7 mL of DTNB (0.4 mg/mL) were added 

to 0.1 mL of reaction supernatant. After mixing, absorbance was recorded at 420 nm. The 

activity was expressed as µmol of GSH/min/mg of soluble cell proteins at 25°C. 

2.6.5. Determination of reduced glutathione (GSH). 

GSH levels were determined in the algal extracts using  Ellman’s method [45], with 

slight modifications. Briefly, the trichloroacetic acid solution was mixed with the extract. After 

centrifugation for 10 min at 12000 g, the supernatant was collected and mixed with a phosphate 

buffer (50 Mm, pH 8) and 6 mM 5,5-dithiobis (2-nitrobenzoic acid (DTNB)). The absorbance 

was read at 412 nm. Reduced thiol contents were expressed in nmol of GSH/mg of protein. 

2.6.6. MDA content. 

MDA levels in the cell culture supernatant were determined spectrophotometrically, 

according to the method described by Ohkawa et al. [46]. 0.5 mL of supernatant was 

homogenized with trichloroacetic acid (TCA 20%) and 1 mL thiobarbituric acid (TBA, 0.67%). 

The mixture was heated at 100°C for 15 min. After cooling, 4 mL of butanol was added to each 

sample and centrifuged at 3000 g for 15 min. The intensity of the pink/red color of the 

supernatant was determined at 532 nm. MDA levels were defined as nmol per mg of proteins. 

2.6.7. Protein assay. 

Protein content was measured by using bovine serum albumin (BSA) as the analytical 

standard, according to Lowry’s methods [47]. 

2.7. Calculation and analysis of data.   

Statistical analysis was performed using the SPSS 23. All data for both antioxidant and 

antioxidant enzyme activity tests were the average of triplicate analyses. Data were recorded 

as the mean ± Standard Deviation (SD).  Differences between means were determined using 

the Student’s test. p values < 0.05 were taken as significant. 

3. Results and Discussion 

3.1. Total bioactive compounds. 

In this study, the total phenolic content was expressed as µg GAE per gram of the 

extract and fraction. It can be seen from Table 1 that the brown algae F. spiralis and C. humulis 

contained higher amounts of polyphenols than the other algae, B. Bifurcata, G. sesquipedale, 

and C. humilis. This result is in accordance with the results reported previously [13-17]. The 

highest phenolic contents for EtOAc and CHCl3 fractions were found in F. spiralis with values 

of (429.81±9.36; 65.76±0.90 µg GAE/mg extract) and C. stricta (381.33±10.81; 48.23±2.31 

µg GAE/mg extract), respectively. The lowest total phenolic contents were observed in n-

butanol and an aqueous fraction of C. Stricta, G. sesquipedale, C. humilis and B. bifurcata 

ranging from 5.19±0.27 to 18.01±2.16 µg GAE/mg extract, while F. spiralis showed higher 
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amounts of phenolic contents in n-butanol (45.24±0.59 µg GAE/ mg extract) compared to other 

species.  

Table 1. Total bioactive contents of the methanol extracts and their fractions for the five algae species included in the study. 

Values expressed are means ± SD of three parallel measurements (p < 0.05). 

aTotal phenolic contents are expressed as µg GAE per mg of extract or fraction. 
bTotal flavonoid contents are expressed as µg QE per mg extract or fraction 

The red algae, G. sesquipedale showed a decrease of polyphenol contents in the EtOAc 

fraction (61.52±3.97) when compared to its other solvent fractions. In other studies, the 

methanolic fraction from F. spiralis showed the highest total phenolic content compared to 

methanol and dichloromethane fractions from twenty-seven other macroalgae species [48]. Our 

findings are in agreement with those of previous studies, whereas brown algae species were 

found to contain predominantly polyphenolic compounds in the organic solvents such as 

EtOAc and dichloromethane [49]. Previous studies have reported that the dichloromethane 

fraction of F. spiralis and EtOAc fraction of B. bifurcata showed higher phenolic contents 

(29.79 and 24.44 mg GAE/g dry weight extract, respectively) when compared to other solvent 

fractions and crude methanol extract. However, the relatively high phenolic contents of the 

EtOAc fraction are probably associated with its polarity which allows the accumulation of a 

variety of antioxidant compounds. Previous studies have reported that all the Fucus species 

tested had high total phenolic contents [17]. This might be due to their high content of 

phlorotannins, which are polymers of phloroglucinol derived entirely from acetate. 

Phlorotannins are restricted to brown algae (Phaeophyta), where they are found in special 

vesicles (physodes) within the cells [50]. 

Flavonoids are natural polyphenolic compounds and well-known antioxidants, playing 

significant roles in detoxification of free radicals. It has been recognized that flavonoids show 

antioxidant activity, and their effects on human nutrition and health are considerable. Their 

concentration in the extracts was expressed as micrograms of quercetin equivalents per 

milligram of extract and fraction (µg QEs /mg extract or fraction), as shown in Table 1. Among 

the algae extracts, F. Spiralis showed the highest flavonoid contents followed by C. stricta, G. 

sesquipedale, C. humilis, and B. bifurcata. All n-hexane and chloroform fractions of the studied 

algae species were found to be more effective than the other fractions. F. spiralis exhibited the 

highest flavonoid amount that was observed in n-hexane and chloroform fractions with values 

of (136.37±0.24 and 111.92±3.93 µg QEs/mg extract, respectively). 

As expected, aqueous residue and n-butanol fractions of all species were found to be 

generally poor in flavonoids, with the exception of the EtOAc fraction of G. sesquipedale 

(5.41±0.44 µg QEs/mg extract) which, on the study level, was the poorest in flavonoid contents. 

The high flavonoid content in the n-hexane fraction has been previously explained by the 

 Crude extract n-Hexan Chloroform Ethyl acetate n-butanol Aqueous 

Total phenolic contents a 

B. bifurcata  6.67±0.98 9.35±1.10 41.71±1.49 16.71±0.75 10.04±2.01 11.91±1.94 

C. stricta  43.33±8.23 25.02±2.86 48.23±2.31 381.33±10.81 18.01±2.16 5.19±0.27 

C. humulis  5.45±0.19 11.17±1.67 35.93±2.63 11.13±2.46 5.58±0.71 8.23±0.52 

F. spiralis  60.69±8.23 61.95±2.78 65.76±0.90 429.81±9.36 45.24±0.59 21.43±3.32 

G. sesquipedale 9.44±1.00 12.99±7.11 15.02±2.49 61.52±6.88 7.79±1.42 13.12±1.92 

Total flavonoid contents b 

B. bifurcata  13.47±0.63 46.09±3.93 73.98±2.67 28.03±0.36 7.87±0.47 12.24±0.36 

C. stricta  22.16±0.20 127.32±0.45 74.18±2.22 34.7±0.24 12.32±0.54 10.49±0.72 

C. humulis  12±0.47 94.02±0.58 35.37±0.66 30.21±0.41 14.74±1.03 12.08±0.59 

F. spiralis  25.02±0.54 136.37±0.24 111.92±3.93 43.98±0.41 7.4±0.24 7±0.77 

G. sesquipedale 20.61±0.59 81.6±0.36 60.53±1.15 5.41±0.44 7.79±0.59 7.79±0.56 
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presence of carotenes or other pigments with long hydrocarbon chains [51]. Earlier studies 

have shown that a change in extractant polarity alters its efficiency to extract a specific group 

of antioxidant compounds and that influences the antioxidant properties of the extracts [52-53]. 

In other studies, extraction of algae using ethyl acetate and chloroform gave higher contents of 

phenols and flavonoids than water and methanol, suggesting a higher affinity to lipophilic 

rather than hydrophilic antioxidants [54]. 

3.2. Antioxidant activities of algae extracts and fractions. 

In this study, the antioxidant activity of the various extracts obtained from the five algae 

species, compared to those of butylated hydroxytoluene (BHT) and α-tocopherol, were 

assessed by four complementary tests, namely, ABTS, DPPH and the FRAP assay for free 

radical scavenging activity. As observed in Table 2, the algae species showed significant 

differences in the ferric reducing power of crude methanol extract and its solvent fraction. 

Table 2. Antioxidant activities of the extracts and fractions of five algae species by FRAP, DPPH and ABTS+ assays. 

 Algae species FRAPa DPPHb ABTSc 

Methanol B. bifurrcata 11.06±0.20 861.82±0.77 1174.99±8.55  
C. stricta 17.66±0.28 666.34±0.74 776.07±1.30  
C. humulis 11.4±0.5 830.21±3.69 1062.40±13.95  
F. spiralis 59.03±1.05 355.29±0.12 627.89±3.25  
G. sesquipedale 5.06±0.58 1490.82±0.47 783.45±22.67 

Hexan B. bifurrcata 22.73±0.51 442.33±5.22 1646.73±17.26  
C. stricta 68.8±0.34 347.52±8.44 1075.54±8.80  
C. humulis 1±0.36 342.67±0.20 1135.81±1.98  
F. spiralis 73.46±2.05 175.34±1.01 1125.39±34.84  
G. sesquipedale 6.76±0.61 1326.38±1.93 1134.66±1.98 

CHCl3 B. bifurrcata 12.63±0.45 647.75±0.63 1317.17±0.02  
C. stricta 10.36±0.20 165.92±2.63 537.94±3.60  
C. humulis 18.76±0.41 217.88±1.08 1101.65±27.60  
F. spiralis 117.66±0.40 55.48±0.20 219.82±5.47  
G. sesquipedale na 1341.36±1.22 560.58±24.43 

AcET B. bifurrcata 41.2±0.36 447.20±3.60 1025.48±1.82  
C. stricta 208.76±0.32 85.47±2.22 395.50±12.05  
C. humulis 32.16±0.51 145.93±2.59 831.44±7.27  
F. spiralis 261.53±5.40 49.51±3.29 50.73±2.62  
G. sesquipedale 4.33±0.76 1043.61±0.68 475.93±3.89 

N-But B. bifurrcata 10.3±0.8 1074.07±0.64 1241.06±16.67  
C. stricta 0.43±0.20 1155.79±1.33 1181.28±7.34  
C. humulis 8.83±0.15 716.06±0.57 1748.00±5.08  
F. spiralis 34.4±0.91 529.32±3.68 977.94±1.75  
G. sesquipedale na 1752.45±7.44 1909.96±26.53 

Aqueous B. bifurrcata 8.33±0.64 1165.78±9.32 3242.12±0.31  
C. stricta na 1526.87±0.54 2420.68±32.51 

 C. humulis na 2368.11±0.22 2730.50±0.88 

 F. spiralis 26.46±0.96 1427.59±0.34 1621.94±0.89 

 G.sesquipedale na 2167.79±4.90 2015.12±0.12 

 BHT nt 54.96 ± 0.99 4.10 ± 0.06 

IC50 values represent the means ± SD of three parallel measurements (p < 0.05). 
aFRAP (µg ascorbic acid Equivalent/mg extract or fraction).  
bDPPH radical scavenging activity (IC50 mg/mL).  
cABTS (IC50 mg/mL). 

nt: not tested, na: no activity. 

The FRAP values of the algae extracts and fractions ranged between (0.43±0.002 and 

261.53±0.054 µg AscAE/mg extract). The highest FRAP values were for Ethyl acetate, 

chloroform, and n-Hexan of F. spiralis with values of 261.53±0.05, 117.66±0.004 and 73.46 

±0.020 µg AscAE/g extract, respectively. However, the aqueous residue fractions possessed 

the lowest FRAP values relative to other fractions. The FRAP value of crude extracts and 

fractions from five algae species revealed decreasing FRAP values in the order of F. spiralis, 

C. stricta, B. bifurcata, C. Humilis, and G. sesquipedale. In agreement with our results, 
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previous studies revealed that fucus species exhibited higher FRAP activities than other species 

[55-56]. In a study, the ferric reducing antioxidant activity of 30 species of Hawaiian algae, 

and the brown algae presented the highest mean antioxidant values among Hawaiian algae [14]. 

However, the red algae had the lowest FRAP value. From these results, the EtOAc and CHCl3 

fractions of F. spiralis had the ability to reduce the Fe3+ to Fe2+, which indicates the possible 

role in human tissues and foods samples to inhibit lipoperoxidation initiated by transition metal 

ions such as Fe3+ and Cu2+. The Ferric reducing antioxidant activity was also evaluated by the 

FRAP system in the fraction of three brown macroalgae (Ascophyllum nodosum, Pelvetia 

canaliculata and Fucus spiralis) from Irish coast and they  obtained a significant increase in 

activity in the fraction of F. spiralis with values of 559.96±26.69 µg Trolox equivalents (TE) 

mg/mg sample [57]. Marine algae are exposed to prolonged intense ultraviolet and high oxygen 

concentration that readily lead to the formation of free radicals and other reactive oxygen 

species [58-59). The long-term exposure to the harsh environment conditions implies that algae 

have protective enzymes and potent antioxidant molecules that can behave as reactive oxygen 

scavengers [17-58]. 

The DPPH free radical-scavenging model is widely accepted as a tool for investigating 

the free radical scavenging activities of antioxidants. In this study, the free radical scavenging 

ability of methanolic and solvent fractions of five algae was evaluated through the change of 

absorbance caused by the reduction of DPPH radical. As can be seen in Table 2, the antioxidant 

activity assessed with DPPH depends on the solvent extraction and the algae species.  As shown 

in Table 2, the DPPH radical scavenging activities of the five algae crude extracts and their 

solvent fractions varied considerably from 49.51±3.29 to 2167.79±4.90 µg/mL of fraction or 

extracts (p < 0.05). In general, the highest DPPH radical-scavenging activities were reordered 

in the EtOAc and CHCl3 fraction of the brown algae F. spiralis (49.51±3.29 and 55.48±0.20 

µg/mL, respectively) followed by the EtOAc and CHCl3 fractions of C. stricta (85.47±2.22 and 

165.92±2.63 µg/mL, respectively). The lowest values of DPPH radical scavenging activity 

were observed in methanolic crude extract and its solvent fractions of G. sesquipedale with 

values ranging from 1043.61±0.68 to 2167.79±4.90 µg/mL. Earlier reports indicate that the 

polar solvent fractions (ethyl acetate and dichloromethane) of algae contain the highest 

percentages of total phenolic contents and exhibit a higher antioxidant potential based on the 

DPPH radical assay [18]. It has also been shown that the solvents used for extraction 

dramatically influence the chemical composition of the extracts [60]. Andrade et al. evaluated 

the antioxidant capacity of several algae, and they found that brown algae possess the most 

potent radical scavenging activity [61]. 

The higher DPPH radical scavenging is thought to be due to an increase of total 

phenolic content in these fractions. Thus they act as electron donors because of their hydrogen-

donating ability and neutralization of free radicals. Previous studies have demonstrated a 

positive correlation between total phenolic contents and antioxidant activities in deferment 

algae extracts, particularly in terms of DPPH radical scavenging activity [18-48]. 

As shown in Table 2, the ABTS radical scavenging activity of crude methanolic extracts 

from the five species can be ranked in the following order of decreasing radical scavenging 

activity: F. spiralis, C. stricta, G. sesquipedale, C. Humilis, B. bifurcata. The IC50 value for 

ABTS radical-scavenging activity differed among the algae species and solvents used. The 

ABTS radical scavenging activities of Moroccan algae varied considerably from 50.73±2.62 

to 3242.12±0.31 µg/mL of crude extract or fraction. For the methanolic crude extract, 

antioxidant activity ranged from 627.89±3.25 to 1174.99±8.55 µg/mL, which is lower than the 
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purified fraction. F. spiralis was found to have the highest antioxidant activity (627.89±3.25 

µg/mL), followed by C. stricta (776.07±1.30 µg/mL) and G. sesquipedale 

(783.45±22.67µg/mL). Among all species tested, ethyl acetate and chloroform fractions of F. 

spiralis showed the most scavenging activity on ABTS radicals (50.73±2.62 and 219.82±5.47 

µg/mL, respectively), followed by the ethyl acetate and chloroform fractions of C. stricta 

(395.50±12.05 and 537.94±3.60 µg/mL, respectively). However, methanolic crude extract and 

its fraction from B. bifurcata showed less scavenging activity than from other species.  The 

aqueous, n-butanol, and n-hexane fractions of all algae species showed the lowest IC50 value 

of ABTS radical scavenging activity than other algal fractions.  In general, the highest 

antioxidant activities were found in the purified fraction than in methanolic crude extract. In 

another study, the ABTS radical scavenging activity of different extracts from Ascophyllum 

nodosum was measured, and the crude extracts were less effective antioxidants than purified 

ones [62].  Many researchers have shown that polyphenolic compounds extracted from marine 

algae exhibited high potent antioxidants activity against free radical cation activity [18]. In 

accordance with total phenolic content and DPPH radical scavenging activity, the ABTS results 

were again found in the methanolic and fraction of brown algae F. spiralis. 

Due to the high total phenolic contents and the high antioxidant capacities of the EtOAc 

and CHCl3 fractions of the brown algae F. spiralis, the protective effect of these fractions 

against peroxide hydrogen induced-cytotoxicity in the T. pyriformis protozoan was 

investigated further. 

3.3. Cytotoxicity of H2O2 on T. pyriformis. 

The protozoan T. pyriformis, a eukaryotic cell, is well-established as a suitable model 

for higher animal cells, especially mammalian. The unicellular ciliate T. pyriformis, is an 

appropriate system for a number of studies, including cell morphogenesis, gene mapping, cell 

division, and in toxicant screening studies in environmental and pharmaceutical fields [63]. 

 

Figure 1. T. pyriformis was cultivated in PPYG medium in the presence of different concentrations of H2O2 (100-

300 µM). (a) Results were obtained by the MTT method. (b) Effect of H2O2 on T. pyriformis growth. The results 

shown are the mean ± SD of the three independent experiments. Values were normalized to the control and are 

given as percent of the control. The significance following the Student t-test are shown as: p < 0.05 for *; p < 0.01 

for **; p < 0.001 for ***. 
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The protozoan T. pyriformis was grown with different concentrations of H2O2, as 

mentioned in materials and methods. We chose to promote stress using H2O2 because it is 

relatively stable and thus enables us to impose reproducible oxidative stress upon the cells. The 

cytotoxicity induced using different concentrations over the range of 100 to 500 µM was 

assessed in T. pyriformis using the enumeration cells and MTT assays. The results show that 

the treatment with H2O2 resulted in a significant decrease in cell viability (Figure 1a) (p < 0.05), 

and the number of cells was remarkably reduced (Figure1b). Moreover, the treatment with 300 

µM of H2O2 produced a significant decrease in the cell viability with 52% (p < 0.01) and the 

number of cells with 48% after 24 hours of treatment.  The concentrations under 300 µM are 

toxic and lethal (Figure 1a). These results were in agreement with the finding of previous 

studies that reported that 300 µM of H2O2 inhibited the growth of T. pyriformis by half [64-

65]. Results from other studies have shown that hydrogen peroxide induces oxidative stress 

and cell death in murine hippocampal HT22 cells [24] and that hydrogen peroxide can inhibit 

the growth, shape, density,  and mobility of T. pyriformis [66]. 

3.4. Effect of the algae extracts on the growth of T. pyriformis. 

To determine the non-lethal concentration of each fraction extract (EtOAc and CHCl3) 

of F. spiralis on T. pyriformis, cell viability and cell numbers were determined. As shown in 

Figure 2, CHCl3 (a) and EtOAc (b) fractions were not cytotoxic up to the concentration of 0.09 

and 0.12µg/mL of EtOAc and CHCl3, respectively. In a similar study, the cytotoxicity of five 

fractions obtained from F. spiralis was tested on MCF-7 cells, and it was also shown that none 

of the fractions (1 mg/mL) presented cytotoxicity [30]. 

 

Figure 2. Effect of algae on the growth of Tetrahymena pyriformis. The cells were maintained in PPYG 

medium supplemented with different concentrations of (a) chloroform or (b) ethyl acetate (0.03-0.6 mg/ml). 

Values of MTT were normalized to the control and are given as percent of the control. The significance 

following the Student t-test are shown as: p < 0.05 for *; p < 0.01 for **; p < 0.001 for ***. 

3.5. Protective effect against H2O2-induced cytotoxicity on T. pyriformis.  

Cell viability was measured with the MTT test, allowing quantifying the enzymatic 

activity of dehydrogenase, which takes into account mitochondrial dysfunctions and/or cell 

growth inhibition. As shown in Figure 3, When H2O2 was applied at 300 µM for 24 h, a 

significant decrease of the cell viability (51.89 %) was observed as compared to the control. 
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On the other hand, in the cells treated with of EtOAc (0.09 µg/mL) and CHCl3 (0.12 µg/mL) 

and exposed to H2O2 (300 µM), we noted that the pre-treatment significantly restored the cell 

viability to 82.02 % and 83 % of control for EtOAc (0.09 µg/mL) and CHCl3 (0.12 µg/mL), 

respectively. These results indicate that both fractions had a strong scavenging effect on 

hydrogen peroxide. They inhibited H2O2-induced cytotoxicity of T. pyriformis and showed a 

significant protective effect against oxidative stress by H2O2. In previous studies, the 

methanolic fraction of Padina pavonica and Fucus spiralis presented the highest activities 

(81.12±2.92 and 80.5±2.25% of viable cells, respectively), at 0.5 mg/mL concentration when 

MCF-7 cells were exposed to 0.2 mM of H2O2 [48]. In other studies, the pre-treatment with the 

extract up to the concentration of 62.5 mg/mL from C. tamariscifolia against oxidative stress 

imposed by 100 µM H2O2 treatment on SH-SY5Y, enhanced cell survival up to almost 100% 

compared with the H2O2-treated group, which had a viability of 53.4% [25]. Herein, when 

adding EtOAc and CHCl3 (90 and 120 µg/mL), F. spiralis fraction prevented the reduction of 

cell viability induced by H2O2. 

 
Figure 3. The protective effect of ethyl acetate (0.09 µg/ml) and chloroform fraction (0.12 µg/ml) on hydrogen 

peroxide promoted oxidative stress conditions in T. pyriformis promoted by H2O2 at 300 µM after 24 hours of 

incubation. Cell viability was determined via the MTT method. The values in each column represent the mean ± 

SD. *p < 0.001, represent statistically significant differences compared with the control. #p < 0.001 represents 

statistically significant differences compared to the H2O2 condition. 

3.6. Effect of extract on antioxidant enzyme activities. 

The results of the protective effect of algae as having possible antioxidant effects are 

shown in (Figure 4). According to our results, in T. pyrifomis cells treated by 300 µM H2O2, 

the enzymatic activities of SOD, GPx, CAT (Figure 4a, 4b, 4c), MDA and GSH levels (Figure 

4d, 4e) were increased when compared to controls. However, when T. pyrifomis was grown in 

the medium supplemented with EtOAc or CHCl3 fraction and exposed to H2O2, it significantly 

decreased the antioxidant enzymes (SOD, GPx, and CAT) and levels of (MDA and GSH) to 

near normal values, when compared to H2O2 treated T. pyriformis. The treatment with EtOAc 

and CHCl3 preserves the normal levels of antioxidant enzymes, MDA, and GSH levels. This 

effect may be due to the antioxidant effect of phenolic compounds, which may blunt oxidative 

injuries through scavenging reactive species and inhibiting lipid peroxidation [22]. The 

antioxidant protective effects of algae are related to biologically active substances, including 

polyphenols and phlorotannins [24]. In the brown algae, phlorotannins are known to constitute 

up to 15% of the dry weight of brown algae [67]. 
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Figure 4. (a) CAT, (b) SOD, (c) GPx, (d) GSH and (e) MDA. The values in each column represent the mean ± 

SD. *p < 0.001, represent statistically significant differences compared with the control. #p < 0.001, represent 

statistically significant differences compared with H2O2 condition. 

CAT is considered the most important enzyme for the break-down of H2O2 to water, 

oxygen, and other non-toxic products [68]. SOD protects a cell by catalyzing the conversion of 

superoxide radicals to H2O2, which is decomposed by GPx [69]. GPx removes H2O2 by the 

oxidation of GSH, but it converts lipid peroxides to harmless molecules protecting the cells 

from the consequences of lipid peroxidation. Previous reports related to the effect of H2O2 on 

redox status revealed that this oxidant displayed an increase in CAT and SOD in the protozoan 

Tetrahymna thermophile [64]. H2O2 induced oxidative stress was previously demonstrated in 

many cell types [24,70]. In the murine hippocampal HT22 cells, peroxide hydrogen 

significantly increased levels of intracellular Ca2+ concentration, which induced cell death. 

Therefore, phlorotannins isolated from the brown algae Ecklonia cava inhibit H2O2 induced 

oxidative stress and cell death by inhibiting Ca2+ increase [24]. Similarly, another study has 

reported that H2O2 enhances mitochondrial transmembrane potential and caspase-9 activity in 

the MCF- 7 cells, whereas the treatment with algae extracts of Ulva Compresa, Cystoseira 

tamariscifolia, Sargassum muticum, Fucus spiralis, and Padina pavonica increases the cell 

viability through inhibition of the caspase-9 activity and reduced mitochondrial membrane 

depolarization [48]. It has been shown that H2O2 acts as a biological oxidant, and contributes 
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to the increase of cytosolic Ca2+ and oxidative stress, which is involved in cell death 

mechanisms [70-71]. It has been reported that apoptosis death is related to the decrease in the 

mitochondrial membrane potential, which is associated with the release of cytochrome c and 

sequential activation of caspases [72]. In the apoptotic process, an increase of cytosolic Ca2+ 

and oxidative stress contribute to the opening of the mitochondrial permeability transition pore 

(PTP), which depolarizes the mitochondria and leads to mitochondrial swelling and subsequent 

release of cytochrome c into the cytosol [73-74]. 

Our data show that the ethyl acetate and chloroform fractions from F. spiralis extract 

are able to counteract H2O2-induced cell growth inhibition. Algae is a possible source of useful 

antioxidative compounds, and different compounds can be obtained as a result of the selection 

of the extraction solvent. 

4. Conclusions 

 In summary, this study showed that extraction solvents had a significant impact on the 

phenolic, flavonoid contents and are against various oxidative systems under in vitro condition. 

Overall, EtOAc and CHCl3 of F. spiralis contained the highest antioxidant activities. The 

present study demonstrated that the EtOAc and CHCl3 fraction from F. spiralis algae could 

significantly reduce oxidative stress in T. Pyriformis against H2O2 induced cytotoxicity. These 

results indicate that F. spiralis has therapeutic effects for some health problems associated with 

oxidative stress, and this was established by its protective effect on redox status and cell 

viability. Significant efforts should be made to identify and isolate the bioactive compounds 

that are involved in the antioxidant activities of these algae species. 
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