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Abréviations et symboles

1, 2, … Symboles utilisés pour les composés mentionnés dans la littérature
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D2O Eau deutériée

CPC Chromatographie de partage centrifuge

CLHP High Pressure Liquid Chromatography

CC Chromatographie sur Colonne ouverte

CCM Chromatographie sur couche mince

SPE Extraction en phase solide

VLC Chromatographie liquide sous vide

RP Phase inverse

ESI ionisation par électrospray (electrospray ionization)

MS Spectrométrie de masse

MSn Spectrométrie de masse en n étapes

LC/MS Chromatographie liquide à haute performance couplée à la
spectrométrie de masse (Liquid chromatography/Mass

Spectrometry)

RMN Résonance Magnétique Nucléaire

RMN 1H Spectre Résonance Magnétique Nucléaire du proton

RMN 13C Spectre Résonance Magnétique Nucléaire de carbone 13

DEPT 135 Spectre de carbone 13 réalisé en Distortionaless Enhancement by

Polarisation transfer



HMQC Heteronuclear multiple Quantum Corrélation

HMBC Heteronuclear multiple Bond Connectivity

COSY Spectroscopie de corrélation

UV Ultraviolet

VIS Visible

tR Temps de rétention

Rf Rapport frontal

ppm Partie par million

C Déplacement chimique du carbone

H Déplacement chimique du proton

nm Nanomètre

uma Unité de masse atomique

mAU Milli unité d’absorbance

Hz Hertz

J Constante de couplage

s Singulet

d Doublet

dd Doublet des doublets

m Multiplet

m Massif

t Triplet
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S.I Toluène-Méthanol-Méthyle éthyle cétone (4:3:3)

S.II Eau-Méthanol-Méthyle éthyle cétone-Acétyle acétone (13:3:3:1)

DPPH 1,1-Diphényl-2-picrylhydrazyle

EOR Espèces oxygénées réactives

RL radicaux libres

O2
- Anion superoxyde

OH
. Radical hydroxyle

TE Equivalent Trolox

IC50 Concentration inhibitrice à 50%

AGEs Advanced glycation and products

BSA Albumine sérique bovine
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INTRODUCTION

Depuis toujours, l’homme a pu exploiter les plantes qui constituent une grande partie

du monde vivant pour couvrir ses besoins de nourriture, d’abri et pour traiter toutes les

maladies.

L'efficacité des plantes utilisées dans la médecine populaire est due à la présence des

produits chimiques. Les plantes synthétisent de nombreux composés appelés métabolites

primaires qui sont indispensables à leur existence. Ceux-ci englobent des protéines, des

lipides et des hydrates de carbone qui servent à la subsistance et la reproduction, non

seulement de la plante elle-même mais encore des animaux qui s’en nourrissent.

De plus, les plantes synthétisent une gamme extraordinaire d’autres composés appelés

métabolites secondaires. Ces derniers sont des "antibiotiques" au sens large, car ils protègent

les pantes contre les champignons, les bactéries, les animaux et même les autres plantes.

Donc, les plantes ont été une riche source de médicament parce qu’elles produisent une foule

de molécules bioactives, dont la plupart jouent le rôle de défense chimique contre les

prédateurs ou des agents infectieux [1]. Elles restent la source prédominante de médicaments

pour la majorité de la population mondiale, en particulier dans les pays en voie de

développement. Environ 40 % des médicaments sont ainsi dérivés de la nature [2].

L’intensité des ressources naturelles qui caractérise l’Algérie [3] ayant l’intérêt

biomédicale a poussé les chercheurs Algériens à explorer ces ressources sur le plan

phytochimique ainsi que sur le plan pharmacologique [4, 5].

L’objectif de mon travail de thèse consiste à isoler des substances naturelles qui

peuvent trouver une utilisation en thérapeutique. Ainsi, deux plantes de la famille Asteraceae

ont fait l’objet d’une étude phytochimique: Chrysanthemum myconis L. et Senecio giganteus

Desf.

Ce travail sera présenté comme suit :

Dans un premier chapitre, nous présenterons une étude bibliographique sur les

connaissances botaniques et phytochimiques de la famille Asteraceae et sur les deux

genres étudiés. Nous aborderons également un aperçu général sur les flavonoïdes,

principaux constituants de ces deux plantes.
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Le second chapitre sera consacré au travail personnel consistant en la séparation et la

purification des composés obtenus. Nous présenterons également dans ce chapitre un

aperçu botanique sur chaque plante.

L’interprétation des résultats et la détermination structurale des composés isolés seront

détaillées dans le troisième chapitre.

L’évaluation biologique de la majorité des composés isolés des deux espèces sera

présentée dans le quatrième chapitre.

À la fin, une conclusion générale qui portera sur une lecture attentive des différents

résultats obtenus.
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I. Etude botanique et métabolites secondaires isolés de Chrysanthémam myconis et
Senecio giganteus Desf.

I. 1. La famille des Astéracées

I. 1. 1. Généralités

Le mot « Aster » du grec signifie étoile, en relation avec la forme de la fleur.

La famille Asteraceae est la plus vaste du groupe des dicotylédones. Plusieurs

plantes de cette famille sont cultivées pour leur valeur alimentaire (le tournesol, le

topinambour, la laitue, la chicorée, la camomille, etc.) ou comme plantes décoratives (les

dahlias, les asters, les rudbeckies, les gaillardes, etc.).

En effet, il a été rapporté que les fleurs et les feuilles de ces plantes possèdent des

propriétés antibactériennes, antifongiques, antiviraux et anti-inflammatoires [1]. De ce fait,

de nombreuses espèces de cette famille sont utilisées en médecine traditionnelle [2].

Les principes amers (sesquiterpènes lactones), les corps insaturés, les

flavonoïdes, les coumarines, les polyphénols, les terpènes.., principaux constituants

chimiques des Astéracées expliquent la diversité de leurs activités pharmacologiques

[2]. Le Tableau I. 1 montre la variation en constituants chimiques d’une espèce de la

famille des Astéracées de valeur alimentaire et médicinale qui est la camomille

(Matricaria recutita L.) [3].

Constituants

chimiques

Nom trivial structure

Flavonoïde Apigénine-7-O-glucoside 1

Sesquiterpène lactone Matricine 2

Huile essentielle Chamazulène 3

Coumarine Ombelliférone 4

Acide phénolique Syringique 5

Tableau I. 1 : Quelques constituants chimiques de la camomille.
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Figure I. 1: Structures chimiques des quelques produits isolés de la camomille.

I. 1. 2. Distribution

La famille des Astéracées est la plus étendue du monde végétal, avec environ

25000 espèces réparties en 1300 genres, dispersées sur toute la Terre [4].

Cette famille est la plus vaste du groupe des dicotylédones. On y retrouve un

grand nombre d'espèces très communes dans les champs et les villes. Ce sont des

plantes herbacées pour la plupart. Mais, il existe de rares espèces arborescentes qui

peuplent principalement les régions tropicales de la planète (Genres: Olearia, Cassinia,

Baccharis, Senecio, par exemple).

I. 1. 3. Systématique

Règne Plantae

Sous-règne Tracheobionta (Plantes vasculaires)

Embranchement Phanerogamae (Phanérogames)

Sous-embranchement Magnoliophytina (Angiospermes)

Classe Magnoliopsida (Dicotyledones)

Sous-classe Asteridae

Ordre Asterales

Famille Asteraceae (Compositae)

H3C

H3C

CH33
H3C

H3C

CH3

HO

O

O

OCOCH3

2

O

OOH

O

OH
O

HO
HO

OH

OH

1

O O

H

HO

4
OH

OCH3H3CO

HO O

5
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I. 1. 4. Caractéristiques morphologiques des Astéracées

Les Astéracées sont caractérisées par la disposition des fleurs en capitule. Les

capitules sont constitués du regroupement de fleurs sessiles sur un même réceptacle. Les

fleurs sont de deux types : fleurs tubulées (tubuliflores) et fleurs ligulées (liguliflores). Le

tout donnant à l'ensemble l'apparence d'une seule fleur. Le capitule est entouré à la base

généralement par 1 à 6 séries de bractées dont l'ensemble forme l'involucre [4].

Fleurs tubulées
au centre et

ligulées sur le
pourtour

Fleurs toutes
ligulées

Fleurs toutes
tubulées

Figure I. 2: Types de fleurs des Astéracées.

Les feuilles sont le plus souvent alternes. Elles peuvent aussi être opposées ou

réunies en rosette principale (Pâquerette).

Les fruits sont des akènes généralement surmontées d'une aigrette de poils (Pappus)

apparaissant sous la forme d'écailles, de soies, d'arêtes ou d'une couronne qui favorise

leur dispersion par le vent.

I. 2. Le genre Senecio

I. 2. 1. Systématique

Le genre Senecio appartient à la famille des Astéraceae, tribu des Senecioneae [4].

Embranchement Phanerogamae (Phanérogames)

Classe Magnoliopsida (Dicotyledones)

Ordre Asterales

Famille Asteraceae (Compositae)

Tribu Senecioneae

Genre Senecio Linné.



7

I. 2. 2. Caractéristiques botaniques

Le genre Senecio est très vaste, d’environ 1500 espèces dont certaines ont

développé une succulence des tiges, feuilles, tronc ou racines [5]. Il est répandu dans tous

le monde et la majorité des espèces sont concentré en Afrique.

Ces espèces sont des plantes herbacées annuelles et vivaces, arbustes (voire très

rarement arbres), à canaux résineux.

* Feuilles : elles sont alternes et spirales, généralement simples, lobées où dentées.

* Fleurs : le principal type d’inflorescence est simple ou ramifiée à capitules en coupe

assez large vertes libres disposées sur 1-2 ranges. Les fleurs sont tubulées, de couleurs

blanches, jaunes, rouges ou pourpres.

* Fruit : Il s’agit à la base d’un fruit à une graine sec et indéhiscent, ou akène presque

cylindrique, surmonté d'une aigrette (pappus) à soies très fines disposées sur plusieurs

rangs [6].

I. 2. 3. Travau x antéri eurs et princ ipaux métabo lites second aires isolés du
genreSenecio

Une large variété de produits naturels caractérise les espèces du genre Senecio,

ainsi les plus rencontrés sont les alcaloïdes, les flavonoïdes, les terpènes et d’autres

métabolites secondaires tels que, les quinones, les acides phénoliques etc…. Voici quelques

exemples de molécules des principales classes de métabolites secondaires dans le genre

Senecio:

Les alcaloïdes

Les alcaloïdes les plus rencontrés dans le genre Senecio sont les dérivés de la

pyrrolizidine (Figure I. 3).

Figure I. 3 : Structures chimiques des alcaloïdes isolés de quelques espèces du genre
Senecio.

Structure Nom R1 R2 R3 R4 Référence
6 Senecionine H CH3 H H [7]
7 Retrorsine H CH3 H OH [8]
8 Senecivernine H H CH3 H [8]
9 Integerrimine CH3 H H H [9]

N

O
OO

R2

R1

O

H

R4
R3 HO
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Suite de la Figure I. 3 : Structures chimiques des alcaloïdes isolés de quelques espèces du
genre Senecio.

Les flavonoïdes

Les flavonoïdes rencontrés dans le genre Senecio sont essentiellement des flavonols

et quelques flavones cités dans la littérature (Figure I. 4).

Figure I. 4 : Structures chimiques des flavonoïdes isolés de quelques espèces du genre
Senecio.

Les quinones

Les quinones les plus courantes dans le genre Senecio sont les dérivés de 1, 4-

benzoquinone. Quelques exemples sont présentés dans la Figure I. 5.

Structure Nom R1 R2 R3 R4 Référence
13 Quercétine OH H OH H [10]
14 Kaempferol OH H H H [11]
15 Pachypodol OCH3 CH3 OCH3 H [12]
16 Vélutine H CH3 OCH3 H [13]
17 Isorhamnétine-

O- -glucoside
O- -Glucose H OCH3 H [14]

18 Rutine O-rutinose H OH H [11]

N

O
OO

O

H

HOO

10

Jacobine [7]

N

O
OO

O

H

HOH

O
11

Platyphylline N-oxide [9]

N

H

OH
OH

12

Retronecine [7]

O

OOH

R2O

R1

OR4

R3
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Figure I. 5: Structures chimiques de quinones isolées de quelques espèces du genre
Senecio.

Autres composés

Constituant Structure Composé Référence

Huiles essentielles 22, 23 [18]

Triterpène 24 [19]

Sesquiterpène 25 [15]

Acide phénolique 26 [11]

O

OMeO

MeO OMe
OH

19
1'-hydroxy-2', 6'-dimethoxy-
4'-oxocyclohexanacétate [15]

O

HO

O

O

OH

OH
O

O

O

OH

OH

2"-(p-hydroxyl cinnamoyl)-
6"-jacaranone-D-

glucopyronoside [17]

21

Sabinène -pinène

COOH

HO

HO

O

O

CH CH OH

O

O- i Bu

6- -isobutyryloxy-1(10)-
furanoeremophilène

Acide cafféique

HO

HO
COOH

O

OH

OO

20

Jacaranone éthyle ester [16]
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Xanthone 27 [20]

Tableau I. 2 : Divers composés isolés de quelques espèces du genre Senecio.

I. 2. 4. Utilis ation en médeci ne tradit ionnel le

Plusieurs espèces du genre Senecio sont utilisées en médecine traditionnelle et

folklorique à travers le monde pour certaines propriétés thérapeutiques, anti-

inflammatoires, emménagogues, vaso-dilatateurs, etc. [21, 22], illustré par le Tableau I. 3.

Espèce Propriété Référence

S. pseudotites Diurétique, antiasthmatique, [23]

S. brasiliensis

Anti-inflammatoire, régulateur de

sang, douleur d’estomac, Anti-

ulcèrogénique

[24, 25]

S. latifolius Anti-brûlure, Anti-blessure,

émétique, lavement

[26]

Tableau I. 3 : Exemples d’utilisation en médecine traditionnelle de quelques espèces du

genre Senecio.

L'empoisonnement par des plantes du genre Senecio est l'une des causes principales

pour des pertes parmi les bétails, aux moutons et aux chevaux à travers le monde,

principalement au sud américain [27]. La toxicité de certaines espèces telle que, S.

brasiliensis, S. cisplatinus, S. heterotrichus, S. leptolobus, S. selloi et S. oxiphyllus [28], a

suscité des recherches phytochimiques intensives qui ont montré que cela est dû à l’activité

cytotoxique notamment l’hépatotoxicité des alcaloïdes pyrrolizidiniques, principaux

métabolites secondaires du genre Senecio [8] [29, 30].

I. 3. Le genre Chrysanthemum

I. 3. 1. Systématique

Le genre Chrysanthemum appartient à la famille Asteraceae, tribu Anthemideae [31].

O OH

OH

HO

OOH

O
HO

HO

OH

O

HO

O

Muraxanthone
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Embranchement Phanerogamae (Phanérogames)

Classe Magnoliopsida (Dicotyledones)

Ordre Asterales

Famille Asteraceae (Compositae)

Tribu Anthemideae

Genre Chrysanthemum Linné.

I. 3. 2. Caractéristiques botaniques

De la famille des Astéracées, les chrysanthèmes font partie d'une vaste tribu

(Anthemideae). Le genre chrysanthemum est très grand, d’environ 140 espèces de couleurs

et de formes extrêmement variées. A la floraison, les chrysanthèmes produisent une

multitude de fleurs solitaires. Ils ont une longue tradition horticole.

Il y a plus de 2000 ans, les chinois savaient le cultiver. Dans la Chine et le Japon

anciens, le chrysanthème avait une valeur symbolique importante (Chrysanthemum

horturum, par exemple) (chrysanthème des fleuristes). Ses fleurs ont pour signification,

l'amitié, la paix, la joie, la santé et l'optimisme. Vers la fin du XIXème siècle, les

chinois et les japonais en connaissaient environ 3000 variétés. Le genre a également

des représentants qui poussent dans nos régions [32].

Les chrysanthèmes sont des plantes annuelles où vivaces de 20 à 120 cm de

haut, à tiges dressées. Les feuilles sont alternes, incisées ou très divisées. Les capitules

sont grands, longuement pédonculés, comprenant des fleurs tubuleuses et des fleurs

ligulées (rayons manquant quelquefois).

Les fleurs sont ligulées pastillées et fertiles. Les fruits sont des akènes de 2-3 mm

munis de 5-10 côtes [33].

I. 3. 3. Travaux antérieurs et principaux métabolites secondaires isolés du genre

Chrysanthemum

Le genre Chrysanthemum est connu pour être une riche source de flavonoïdes [34],

de sesquiterpènes lactones [35], de coumarines [36] et d’acides phénoliques [37] avec de
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grande variété d’activités biologiques. Voici quelques exemples de molécules des

principales classes de métabolites secondaires dans le genre chrysanthemum.

Les sesquiterpènes lactones

Les lactones sesquiterpèniques constituent un groupe de produits naturels très

importants dans la famille des Astéracées ayant une large variété d’activités biologiques.

Ils possèdent des propriétés ; neurotoxique [38], anti-inflammatoire [39], anti-leucémique

[40], antifungique [41], anti-tumoral [42].

Les sesquiterpènes lactones présents dans le genre Chrysanthemum sont

essentiellement des guaianolides et des germacranolides. Le tableau ci-dessous représente

les dérivés des lactones sesquiterpèniques isolés de quelques espèces du genre

Chrysanthemum.

Espèce Nom structure Activité biologique Référence

C. coronarium
C. boreale

Cumambrin A 20 Antimicrobienne [43, 44]

C. boreale

8-acetoxy-4,10-
dihydroxy-2,11(13)-
guaiadiene-12,6-olide

Costunolide
Tulipinolide

21

22
23

Cytotoxique

Antimicrobienne
Antimicrobienne

[45]

[46]
[46]

C. parthenium Parthenolide 24
Spasmolytique

Anti-inflammatoire
Anti-secrétaire

Antimicrobienne

[47]

Tableau I. 4: Sesquiterpènes lactones isolés de quelques espèces du genre
Chrysanthemum.

O

O

OH

OAc

O

O

OH

OAc

OH

20 21
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Les coumarines

Les coumarines sont des produits naturels très actifs. Ils ont des propriétés

phototoxique, antibiotique, spasmolytique, antifongique et anticancéreuse [48].

Les structures coumariniques les plus courantes dans le genre Chrysanthemum sont

les dérivées de la coumarine. La figure ci-dessous représente les dérivés coumariniques

isolés de quelques espèces du genre Chrysanthemum.

Figure I. 6: Structures chimiques de coumarines isolées de quelques espèces du genre
Chrysantemum.

Les flavonoïdes

Les espèces du genre Chrysanthemum ont été aussi démontrées pour produire une

large variété de flavonoïdes [50, 51] possédant des propriétés anti-inflammatoire, anti-

cancer [52] et Anti-virus de type 1 (VIH-1) [51, 53].

Structure Nom R1 R2 R3 Référence
25 Coumarine H H H [49]
26 Herniarine OCH3 H H [45], [49]
27 Umbelliferone OH H CH3 [45], [49]
28 Aesculetine OH OH H [49]
29 4-Hydroxycoumarine H H OH [49]
30 Scopoletine OH OCH3 H [45]

O
OH3C

O

CH3

24
22

O

O

OAc

23

O OR1

R2

R3

O O O COOH

Dihydrocoumarine [49]

31

Acide coumarinique [49]

32

O

O
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Les flavonoïdes identifiés dans le genre Chrysanthemum sont les flavonols, les

flavones et les flavanones, illustrés par la Figure I. 7.

Structure Nom R1 R
45 Quercétine H H
46 Isorhamnétine CH3 H
47 Quercétine-3-O-glucoside H glu
48 Isorhamnétine-3-O-glucoside CH3 glu

Structure Nom R
49 Eriodictyole H
50 Eriodictyole-7-O-glucoside glu

Figure. I. 7: Structures chimiques de flavonoïdes identifiés dans l’espèce C. morifolium
Ramat [54].

Structure Nom R1 R2 R3 R4

33 Apigénine H H H H
34 Acacétine CH3 H H H
35 Lutéoline H OH H H
36 Diosmétine CH3 OH H H
37 Eupatorine CH3 H OH H
38 Scopolétine CH3 OCH3 OH CH3

39 Apigénine-7-O-glucoside H H H Glu
40 Acacétine-7-O-glucoside CH3 H H Glu
41 Lutéoline-7-O-glucoside H OH H Glu
42 Diosmétine-7-O-glucoside CH3 OH H Glu
43 Eupatorine-7-O-glucoside CH3 H OH Glu
44 Scopolétine-7-O-glucoside CH3 OCH3 OH Glu

O

OOH

R4O

OR1

R2

R3

O

OOH

HO

OH

OR1

OR

O

OOH

RO

OH

OH
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Figure. I. 8 : Structures chimiques des flavonoïdes isolés de quelques espèces du genre
Chrysanthemum.

Divers composés

Figure. I. 9 : Structures chimiques des composés isolés de quelques espèces du genre
Chrysanthemum.

O

OOH

O

OH

OCH3O

OH

HO

O

HO
OH

OH

O

HO

Diosmétine-7-O-rutinoside [55]
51

O

OOH

HO

OCH3

O
HO

HO
OH

OH

O

HO
OH

O

OH

53

2"-glucosyl-8-C-
glucosyl-4'-O-methylapigénine [56]

O

OOH

O

OH

OH

O
HO

HO
OH

HOOC

Lutéoline 7-O- -glucuronide [57]

52

HO

HO

OH OH

COOH

Acide quinique [54]

54 O

OH

O

OH

OH

OH

OH

O
HO

Acide chlorogenique [59]

O

OOH

HO2C

O
CO2H

O

OH

OH

O

OH

OH

O

Acide 4-succinyl-3,5-dicafféoylquinique [60]

55

56

H

H

H

H

HO

57
-Sitostérol [61]

58S

N

O

H

N-isobutyl-6-(2-thiényl)-2E,4E-
héxadienamide [58]
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I. 3. 4. Utilis ation en médeci ne tradit ionnel le

Les espèces du genre chrysanthemum sont connues pour avoir une activité

médicinale et certaines d’elles sont utilisées en médecine traditionnelle.

En médecine folkolorique Chinoise, plusieurs espèces sont utilisées. A titre

d’exemple, l’espèce C. morifolium Ramat est largement utilisée comme complément

alimentaire ou tisane. Elle est considérée comme un aliment de santé par de nombreux

consommateurs [62, 63].

L’espèce C. indicum est utilisée pour traiter plusieurs maladies infectieuses et les

troubles d'hypertension en médecine Coréen et Chinoise [64]. Le Tableau I. 5 représente

des propriétés thérapeutiques de quelques espèces du genre Chrysanthemum.

Espèce Propriété thérapeutique Référence
C. macrocarpum Antiparasitaire [56]
C. coronarium L. Antibactérienne

Antiparasitaire
[65]
[66]

C. trifurcatum et C. segetum Maladies hépatiques et biliaires [67]

C. indicum

Anti-inflammatoire
Antibactérinne

Antivirale
Antioxydante

Immunomodulatrice

[68-70]

C. morifolium

Antibactérienne
Antifongique

Antivirale
Anti-inflammatoire

Parkinson
Troubles nerveux

[71, 72]

Tableau I. 5 : Utilisation en médecine traditionnelle de quelques espèces du genre
Chrysanthemum.

II. Les flavonoïdes

II. 1. Généralités

II. 1. 1. Définition, classification, distribution et biosynthèse des flavonoïdes

II. 1. 1. a. Définition

Les flavonoïdes font partie de la famille des polyphénoles. Ils sont considérés

comme les pigments universels des végétaux. Ils se sont révélés être de bon marqueurs

taxonomiques pour la famille des Astéracées. Tous les flavonoïdes (presque 6500) [73]
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possèdent le même élément structural de base, à savoir l’enchaînement 2-phénylchromane

(Figure I. 10) [74].

Figure. I. 10: 2-phénylchromane (59).

II. 1. 1. b. Classification

Les flavonoïdes sont des composés structurellement proches possédant le même

squelette type à 15 carbones ; deux noyaux phényls (A et B) et un hétérocycle (C)

contenant un atome d’oxygène (Figure. I. 10). La Figure I. 11 illustre les principales

classes de flavonoïdes.

Figure I. 11: Les principales classes de flavonoïdes [74].
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Les flavonoïdes sont souvent hydroxylés en position 3, 5, 7, 3', 4' et / o u 6.

Généralement, un ou plusieurs de ces groupes hydroxyles sont méthylés, acétylés, prénylés

ou sulfatées. Dans les plantes, les flavonoïdes peuvent être présents sous forme de C- ou

O-glycosylés. Les O-hétérosides (en 3 ou 7) sont plus fréquents que les C-hétérosides (en 6

ou 8).

Les oses les plus communs sont le rhamnose, le glucose, le galactose et l'arabinose.

Les acides glucuronique et galacturoniques sont rares [75].

II. 1. 1. c. Distribution dans la famille des Astéracées

Les flavonoïdes se sont révélées être de bons marqueurs taxonomiques pour la

famille Asteraceae. Plus de 4700 flavonoïdes ont été inclus dans un système de calcul

spécialement conçu à des fins chimiotaxonomiques. Ce système a été appliqué par

Emerenciano et al. [76] sur les tribus et les sous-tribus de la famille Asteraeae (Tableau I.

6). Ce calcul peut être appliqué pour les autres familles.

Tribus Flavonols Flavones Flavanones Chalcones Aurones Dihydroflavonols Dihydrochalcones

Anthemideae

Astereae

Barnadesieae

Calenduleae

Cardueae

Eupatorieae

Gnaphalieae

Helenieae

Heliantheae

Inulea

Lactuceae

Liabeae

Mutisieae

Plucheeae

Senecioneae

Vernonieae

438

316

122

1

50

149

226

552

392

79

49

8

31

8

12

5

387

97

0

0

161

121

64

209

181

10

343

0

29

1

1

22

19

2

1

0

9

26

30

61

52

11

11

0

19

7

3

2

1

0

0

0

0

6

18

14

138

0

1

0

3

0

3

0

0

0

2

0

0

0

1

16

87

0

0

0

0

0

0

0

4

1

0

0

0

4

2

7

1

7

1

3

3

0

1

1

0

0

0

0

0

0

10

0

0

0

0

0

3

0

0

0

Tableau I. 6: Distribution des différents types de flavonoïdes dans les différentes

tribus de la famille Asteraceae.
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II. 1. 1. d. Biosynthèse

L’étape clé de la formation des flavonoïdes est la condensation de trois molécules

de malonyl-CoA avec un ester du coenzyme A et d’un acide hydroxycinnamique, en règle

générale le 4-coumaroyl-CoA, pour obtenir la 4, 2', 4', 6'-tetrahydroxychalcone (réaction

catalysée par la chalcone synthase). Dans les conditions physiologiques normales, cette

chalcone tend à s’isomériser en flavanone sous l’action de la chalcone isomérase qui induit

une fermeture stéréospécifique du cycle conduisant à la seule (2S)-flavanone. Cette

chalcon peut également se cycliser en aurone. Il est le précurseur de toutes les classes de

flavonoides comme le montre la Figure I. 12 [74].

Figure I. 12 : Biosynthèse des flavonoïdes.
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* Enzymes : CS : chalcone synthase ; CI : chalcone isomérase ; F3H : Flavanone 3-

hydroxylase ; IFS :isoflavone synthase ; DRF : dihydroflavonol reductase ; FS : flavonol

synthase ; AS : anthocyanin synthase.

* Substituants : R=H, OH ou OCH3 et OG= O-sucre [77].

Remarque : cas particulier des flavonoïdes C-méthylés

D’après Vederas et al. [78], la biosynthèse des chalcones C-méthylées

s’expliquerait par la présence d’une méthylchalcone synthase qui catalyserait la réaction de

condensation entre un méthymalonyl-CoA et le 4-coumaroyl-CoA pour donner la chalcone

méthylée correspondante qui par suite des réactions présentées dans la Figure I. 12

conduirait aux autres flavonoïdes C-méthylés. L’existence d’une telle enzyme constitue un

des thèmes de recherche de Schröder et al. [79]. Néanmoins en septembre 2007, ce groupe

de chercheurs n’a pas encore isolé cette enzyme.

II. 2. Propriétés biologiques

II. 2. 1. Intérêt vis-à-vis des plantes

Les flavonoïdes sont l'un des plus grands groupes de métabolites secondaires qui

jouent un rôle important dans les plantes. Ils interviennent comme des composés de

défense ainsi que dans la signalisation de la reproduction, de la pathogenèse et de la

symbiose [80, 81]. Les flavonoïdes végétaux sont impliqués dans le mécanisme

d'intervention contre l'infection par des micro-organismes [82] ou l’attaque par les

herbivores [83]. Les flavonoïdes sont également impliqués dans la production de nodosités

des racines comme un système de fixation de l'azote après l'infection par la bactérie

Rhizobium dans une variété de plantes légumineuses [84]. Ils sont des sources de pigments

pour la coloration des composés de fleurs [85] et jouent un rôle important dans les

interactions avec les insectes [86].

II. 2. 2. Intérêt pharmacologique

Les flavonoïdes sont connus par de remarquables activités pharmaco-biologiques.

De nombreux travaux semblent indiquer qu’ils possèdent des propriétés anti-oxydantes

[87-93], anti-inflammatoires [94, 95], anti-VIH [96, 97], antitumorals spécialement

lorsqu’ils sont utilisés conjointement avec d’autres agents chimiothérapeutiques [98, 99],

antiviraux [100], antibactériens [101], antiallergiques [102].
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Parmi les flavonoïdes d’une importance majeure alimentaire, les flavonols.

Plusieurs études ont indiqué qu'une consommation élevée est associée au flavonols réduit

par conséquent les maladies graves telles que le cancer et les maladies cardiovasculaires

[103, 104]. Ceci a conduit à la conviction qu’un régime alimentaire riche en fruits et

légumes dont largement les flavonols se produisent, contribue à une bonne santé [105].

Ces activités sont attribuées en partie aux propriétés anti-oxydantes de ces

composés naturels.

II. 2. 3. Activité anti-oxydante des flavonoïdes

Ces dernière années, une importance particulière a été accordée aux propriétés anti-

oxydantes des flavonoïdes [106-108] qui sont attribuées à :

- leur capacité de piéger directement les RL (radicaux libres).

- de chélater les ions métalliques impliqués dans la production des EOR (Espèces

oxygénées réactives).

- d’inhiber quelques enzymes en particulier oxydases.

- d’activer les enzymes anti-oxydantes et de réduire les radicaux -tocophéryl.

II. 2. 3. 1. Piégeage direct de radicaux libres

Les flavonoïdes possèdent une structure chimique aromatique permettant une

délocalisation électronique importante, donc une stabilisation de leurs formes radicalaires.

À cause de leur faible potentiel redox [109], les flavonoïdes (Flav-OH) sont thermo

dynamiquement capables de réduire les radicaux libres oxydants (R
.
) comme le

superoxyde, le radical alkoxyle et le OH
.
par transfert d’hydrogène

(Figure I. 13).

Figure I. 13: Réaction des flavonoïdes avec les EOR.

(D’après Densiov et al. [110])
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Le radical aroxyle résultant (FlO
.
) peut réagir avec un autre radical libre pour

former une structure quinone stable.

21

De nombreuses études ont établi des relations entre les structures chimiques des

flavonoïdes et leur pouvoir piégeur (scavenger) des radicaux libres [109] [111]. Ces

travaux ont pu conclure que les composés les plus actifs sont ceux qui combinent les

critères suivants :

i) La structure ortho-dihydroxy sur le cycle B (groupement catéchol) confère la stabilité au

radical flavonoxy et participe à la délocalisation des électrons [112, 113].

ii) La double liaison C2=C3 en conjugaison avec la fonction 4-oxo sur le cycle C augmente

la capacité radical scavenger des flavonoïdes [113].

iii) La présence du groupe 3-OH en combinaison avec la double liaison C2=C3 augmente

également la capacité radical scavenger des flavonoides (la substitution du groupement 3-

OH conduit à la réduction de l’activité anti-oxydante) [113].

II. 2. 3. 2. Chélation des ions métalliques

Les ions du fer (Fe2+) et du cuivre (Cu2+) sont essentiels pour certaines fonctions

physiologiques. Ils peuvent être, soit des constituants des hémoprotéines, soit des

cofacteurs des différentes enzymes du système de défense anti-oxydant (par exemple, Fe

pour la catalase, Cu pour la cerruloplasmine, Cu et Zn pour la superoxyde dismutase).

Mais ils sont aussi responsables de la production du radical hydroxyle par la réduction du

peroxyde d’hydrogène [106]. Les flavonoïdes sont considérés comme de bons chélateurs

de ces ions métalliques ([114, 115]. Les études menées par Van Acker et al. [116] sur la

chélation du fer par certains flavonoïdes, ont pu ressortir les sites potentiels pour la

chélation des ions métalliques (Figure I. 14); (i) un noyau catéchol sur le cycle B, (ii) les

groupes 3-hydroxyle et 4-oxo du cycle C, et (iii) les groupes 4-oxo et 5-hydroxyle entre les

cycles A et C [117, 118].22
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Figure I. 14: Flavonoïdes et leurs sites de chélation des ions métalliques.

II. 2. 3. 2. Inhibition enzymatique

Les flavonoïdes sont capables d’inhiber une large gamme d’enzymes génératrices

du O2
- et d’autres EOR, comme la xanthine oxydase, la protéine kinase C, la

cyclooxygenase, la lipooxygenase, la monooxygenase microsomal, et la glutathion S-

Transferase. Les flavonoïdes ayant une moitié catéchol sur le cycle B inhibent la

succinoxidase mitochondriale et la NADH oxydase [110] [117].

Inhibition de la xanthine oxydase

Depuis 1968, quand McCord et Fridovich ont démontré la participation de la

xanthine oxidase (XO) dans la génération des radicaux libres, l’intérêt aux nouvelles

propriétés de cette enzyme s’est considérablement accru. Son rôle dans la génération des

EOR dans plusieurs pathologies a été largement étudié. L’allopurinol est le seul inhibiteur

de la XO utilisé en clinique pour contrôler la production de l’acide urique dans la goûte et

l’hyperuricémie [118, 119]. Cependant, la toxicité sévère de l’allopurinol a été rapportée

[120]. Pour cela, la recherche de nouveaux inhibiteurs dépourvus d’effets indésirables est

toujours d’actualité. Les composés phénoliques d’origine naturelle, comme les flavonoïdes,

semblent être des inhibiteurs prometteurs de la xanthine oxydase. Plusieurs études sur des

polyphénols naturels (surtout les flavonoïdes), sous forme de plantes entières ou extraits

purifiés, ont montré qu’ils peuvent être une source importante d’inhibiteurs de la XO. Cos

et al. [111] ont mesuré l’activité d’une trentaine de flavonoïdes sur la production de l’acide

urique par la XO. Ils ont ainsi déterminé la relation entre la structure chimique des

flavonoïdes et leur activité inhibitrice de la XO. Ces chercheurs ont montré que seuls les

flavonols et les flavones ont la capacité d’inactiver l’enzyme, ceci montre l’importance de

la double liaison C2=C3 dans l’inhibition de la XO. Cette double liaison et la conjugaison

qu'elle induit, entraîne la coplanarité du cycle B avec les cycles A et C. Des études
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ultérieures menées par Danny et al. [121] montrent clairement l’importance de cette

structure plane dans l’inhibition de la xanthine oxydase. En comparant les activités des

flavones et de leurs analogues flavonols, Cos et al. [111] ont constaté que l’absence du

groupe hydroxyle en C-3 augmente légèrement l’activité. Ils ont montré également que le

cycle B n’a que peu d’influence sur cette inhibition et que les flavonoïdes glycosylés ont

des activités inférieures à celles des composés non glycosylés.

II. 3. Analyse structurale des flavonoïdes

Les méthodes d’analyse structurale comprennent des méthodes chimiques et

physico-chimiques. Les techniques les plus couramment utilisées sont :

II. 3. 1. Fluorescence sous la lumière UV

La fluorescence d’un flavonoïde en UV (365 nm) est l’étape primaire et

fondamentale de son analyse structurale. Chaque classe des flavonoïdes est caractérisée par

une couleur qui oriente vers sa structure. Le Tableau I. 7 résume cette relation structure-

fluorescence [75] [122].

Fluorescence sous lampe

UV

Type de flavonoïdes

Violet - noir

Flavone

5, 6, 7-trihydroxyflavone

5, 7, 8-trihydroxyflavone

Flavonol substituée en position 3 (3-OR)

Violet - bleu

Flavone sans 5-OH libre

Flavonol 3-OH substituée ou sans 5-OH libre

Jaune ou jaune pale Flavonol avec 3-OH libre avec ou sans 5-OH

libre.

Orange fluorescent Isoflavone

Jaune - verre Aurone

Tableau I. 7: Fluorescences des flavonoïdes sous la lumière UV (365 nm).
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II. 3. 2. Le rapport frontal Rf

La valeur du Rf est définie comme suit :

Rf = d/D

d : distance entre l’origine et la tache du produit après élution.

D : distance entre l’origine et le front du solvant.

Cette valeur permet d’avoir une idée du flavonoïde ainsi que la nature des

substituants. En effet, on peut différencier les aglycones des hétérosides. Il faut cependant

signaler que les valeurs de Rf dépendent des conditions expérimentales telles que : la

température, la nature du solvant, la concentration de l’échantillon et la nature de la

matière adsorbante. Le Tableau I. 8 explique la relation structure - Rf [123].

Structure des flavonoïdes Rf

Augmentation de nombre des groupements -OH Diminution de Rf dans les systèmes

organiques

Substitution des -OH par des groupements -CH3 Croissement de Rf dans les systèmes

organiques

Substitution des -OH par des groupements

osidiques

La valeur de Rf diminue dans les

systèmes organiques et croit dans les

systèmes aqueux

Tableau I. 8: Relation entre le Rf et la structure des flavonoïdes.

II. 3. 3. Spectroscopie UV-Visible

La spectrophotométrie UV-Visible est basée sur le principe suivant : en milieu

alcoolique, chaque famille de flavonoïdes a un spectre d’absorption caractéristique,

susceptible d’être modifié par l’addition des réactifs. D’après Jurd et al. [124] et Voirin et

al. [125], la nature du réactif et l’effet qu’il produit sur le spectre d’absorption apportent

des indications sur la structure des flavonoïdes. Les étapes d’enregistrement des spectres

en présence de réactifs sont effectuées selon les étapes suivantes :

Première étape : On enregistre le spectre d’absorption dans le méthanol neutre puis

immédiatement après l’ajout d’une goutte de NaOH (0,5 N), ensuite on enregistre après 5

minutes.
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Deuxième étape : On enregistre une première fois le spectre d’absorption dans le

méthanol, puis à cette solution on additionne d’AlCl3 (1%) et on enregistre le spectre

d’absorption. Après cette opération on rajoute quelques gouttes d’acide chlorhydrique (6N)

puis en enregistre le spectre de cette nouvelle solution.

Troisième étape : On enregistre dans la solution méthanolique puis on ajoute NaOAc (sec)

et on enregistre le spectre, après cette opération on additionne à cette solution quelques

gouttes de solution saturée d’acide borique puis on enregistre le spectre d’absorption.

II. 3. 3. 1. Absorption dans le Méthanol

Dans le méthanol les flavonoïdes présentent un spectre constitué de deux bandes :

La bande I correspond à l'absorption du système cinnamoyle en faisant intervenir la

conjugaison du groupement carbonyle C-4 avec le noyau B. Elle nous permet de

faire la distinction entre les différentes classes de flavonoïdes et elle donne des

informations sur les changements structurales des noyaux B et C [126].

La bande II correspond à l’absorption du système benzoyle en faisant intervenir la

conjugaison du groupement carbonyle avec le noyau A [127].

Figure I. 9: Forme limites de type cinnamoyle ou benzoyle

Le déplacement exact et l’intensité des deux bandes I et II du spectre effectué dans

le méthanol illustrent la nature de la structure du flavonoïde ainsi que sa substitution,

conformément au Tableau I. 9.

Bande II (nm) Bande I (nm) Type de flavonoïdes

250-280 310-350 Flavone

250-280 330-360 Flavonol "3-OR"

250-280 350-385 Flavonol "3-OH"

245-275 310-330 Isoflavone

O

O

O

O

Benzoyle Cynnamoyle
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275-295 330-300 Flavanone ou dihydroflavonol

230-270

Intensité basse

340-390 Chalcone

230-270

Intensité basse

380-430 Aurone

270-280 465-560 Anthocianydine ou anthocianyne

Tableau I. 9: Déplacements des maximums des bandes I et II remarqués dans

le méthanol des principales classes de flavonoïdes.

II. 3. 3. 2. Absorption en présence des réactifs

L'emploi de réactifs spécifiques permet de localiser les groupements hydroxyles

libres ou substitués sur la molécule.

Spectre en présence de la soude

La soude est une base forte, elle ionise tous les hydroxyles phénoliques de la

molécule, ce qui provoque un déplacement bathochrome des bandes I et II, essentiellement

pour la bande I.

Les flavonoïdes qui présentent un déplacement bathochrome de la bande I de 45 à

65 nm avec une densité optique stable, possèdent un hydroxyle libre en position 4'. Si cette

intensité optique diminue, ceci montre que l’hydroxyle en 4' est substitué. La présence

d’une nouvelle bande entre 320 et 335 nm indique à la présence d’un hydroxyle en position

7, celui-ci sera confirmé par le spectre mesuré en présence d’acétate de sodium.

Spectre en présence de NaOAc et NaOAc + H3 B03

L’acétate de sodium est faiblement basique, elle ionise les hydroxyles les plus

acides en position: 7, 3 ' et 4'. L’ionisation de l’hydroxyle en 7 entraîne un effet

bathochrome sur la bande II de l’ordre de 5 à 20 nm.

L’ajout de l’acide borique en présence de l’acétate de sodium chélate les

groupements orthodihydroxyles. Cette chélation entraîne sur le spectre UV un déplacement

bathochrome sur la bande I de 12 à 36 nm [128].
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Figure I. 10: Formation de complexes en présence de H3 B03 et NaOAc.

Spectre en présence de AlCl3 et AlCl3+HCl

Le chlorure d’aluminium possède des propriétés chélatantes vis-à-vis des

flavonoïdes avec formation d’un complexe labile avec deux hydroxyles libres en position

ortho sur le phényle latéral et/ou 7, 8 ou 6, 7, et d’un complexe stable avec le carbonyle en

position 4 et l’hydroxyle en position 5 ou en position 3.

L’addition de l’acide chlorhydrique permet de vérifier la labilité ou la stabilité du

complexe formé selon la Figure I. 11.

Figure I. 11: Complexes stables et labiles entre les flavonoïdes et AlCl3 avant et après

l’addition de HCl

Le tableau suivant représente les déplacements avant et après addition des réactifs [75]

[129].
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Réactifs Déplacement (nm)

Bande I Bande II

Interprétation

MeOH

310-350 250-280

330-360 250-280

350-385 250-280

Flavone

Flavonol (3-OR)

Flavonol (3-OH)

NaOH

+45 à +65 de la bande I sans diminution

d’intensité optique

+45 à +60 de la bande I avec diminution

d’intensité optique

Apparition d’une nouvelle bande entre 320-

335 nm

Décomposition lente

4'-OH

3-OH, 4'-OR

7-OH

3, 4' di-OH ou orthodi-OH sur

le noyau A (6, 7 ou 7, 8)

NaOAc

+5 à +20 de la bande II

Déplacement faible de la bande II

7-OH

7-OH avec substituantion en

6 ou 8

NaOAc +

H3BO3

+12 à +36 de la bande I

Faible déplacement bathochromique de la

bande I

3', 4' di-OH

Orthodi-OH sur le noyau A

AlCl3

+20 à +40 de la bande I par rapport au spectre

AlCl3+HCl

+20 à +25 de la bande I par rapport au spectre

AlCl3+ HCl

Orthodi-OH sur le noyau B

Orthodi-OH sur le noyau A

+ Orthodi-OH sur le noyau B

AlCl3 +

HCl/MeOH

+35 à +55 de la bande I

+17 à +20 de la bande I

+50 à +60 de la bande I

5-OH

5-OH (avec 6-oxygénation)

3-OH avec ou sans 5-OH

Tableau I. 10 : Interprétation des déplacements des maximums des bandes I et II avant et

après addition des réactifs.
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II. 3. 4. Spectrométrie de masse

La spectrométrie de masse est une technique analytique très puissante qui permet la

détermination structurale des composés organiques par leurs rapports masse/charge.

Plusieurs techniques ont été appliquées aux flavonoïdes, telles que l’impact

électronique (EI), l’ionisation chimique (CI), l’ionisation par bombardement d’atomes

rapides (FAB) et l’ionisation chimiques directe (DCI) [130, 131].

Ces dernières années, l’analyse par spectrométrie de masse des flavonoïdes s’est

accrue avec le développement de techniques d’ionisation dites « douces » : l’electrospray

(ESI) et l’ionisation chimique à pression atmosphérique (APCI) qui ont en outre permis

l’analyse de très faibles quantités.

Donc, les flavonoïdes ont été largement étudiés en spectrométrie de masse en

particulier les dérivés glycosylés [73] 132]. Ces études ont permis d’établir des schémas de

fragmentation de ces composés dans le but de pouvoir les identifier dans un extrait brut

sans avoir à les isoler [133, 134].

Ainsi, l’introduction de la LC/MSn dans l’analyse des extraits de plante représente

une étape importante dans l’identification des produits naturels [135, 136]. C’est la

technique de choix pour caractériser rapidement sans séparation chimique les éléments

d’un mélange de composés naturels pour savoir s’ils sont connus ou non.

Nous présenterons dans cette partie le schéma de fragmentation de la quercétine-3-

O-glucuronide (Figure I. 12), analysée par la méthode electrospray (ESI) couplée à

l’CLHP et proposé par Dueñas et al. [137].
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Figure I. 12: Schéma de fragmentation du quercétine-3-O-glucuronide par ESI/MS-MS

proposé par Dueñas et al. [137].

Les notations i,jA- et i,jB- sont utilisées pour désigner les ions produits contenant les

cycles, respectivement A et B et les notations i,j concernent les liaisons qui ont été

scindées.

Selon Dueñas et al., le fragment principal obtenu pour la quercétine-3-O-

glucuronide à toutes les énergies de collision a été à m/z 301 correspondant à l'aglycone. Le

reste des fragments formés dérivés à partir de la quercétine. Le Signal à m/z 273

correspondrait à la perte du groupe CO, à m/z 257, la perte de CO2 et à m/z 229, la perte des

deux groupes. Ce dernier fragment n’a été observé que dans les énergies de collision les

plus élevées. Ces pertes inhabituelles de CO et de CO2 apparaissent comme caractéristique

du mode d'ions négatifs [138], et le fragment à m/z 229 était considéré comme

caractéristique de la quercétine [139, 140]. D’autres fragments caractéristiques de la

quercétine sont ceux à m/z 151 et 179 correspondant au fragment du noyau A-, issus

respectivement après la RDA (retro-diels Alder) et la retrocyclisation qui se forme après le

clivage des deux liaisons 1 et 2 ( Figure I. 12). Les fragments à m/z 255, 229 et 151 ont été
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utilisés par certains auteurs pour identifier la quercétine glucuronide dans les urines et les

échantillons de plasma, lorsque sa concentration est négligeable [139] [141, 142].

II. 3. 5. Résonance Magnétique Nucléaire (R. M. N)

II. 3. 5. 1. R. M. N . du proton

Concernant l’analyse des flavonoïdes, la spectroscopie en résonance magnétique

nucléaire de proton (RMN 1H) permet de visualiser les relations existant entre les protons

des différents noyaux et déduire leur degré de substitution.

Elle permet également de repérer les groupements méthoxyles, de dénombrer les

sucres et d’envisager leur mode de liaison à la génine.

a. Analyse des signaux provenant des protons de la génine.

Les positions relatives des protons sur les noyaux A et B sont facilement

déductibles grâce aux valeurs des constantes de couplage.

Protons du noyau A

Lorsque le noyau A est disubstitué par des OH en 5 et 7, les protons H-6 et H -8

présentent deux doublet, respectivement, entre 6 et 6,25 ppm avec une constante de

couplage J = 2,5 Hz et entre 6,39 et 6,56 ppm avec la même constante de couplage. La

substitution des OH en positions 5 et/ou 7 conduit au déblindage des deux protons voisins

[143]. Le Tableau I. 11 suivant représente quelques déplacements chimiques des protons

du noyau A.

Flavonoïde H-5 H-6 H-8

5, 7-OH / 6-6,2 ppm

d (J=2,5 Hz)

6,3- 6,5 ppm

d (J=2,5 Hz)

5-OH, 7-OR

R=sucre

/ 6,4-6,5 ppm

d (J=2,5 Hz)

6,7-6,9 ppm

d (J=2,5 Hz)

5, 6, 7-OR

R= H ou sucre

/ / 6,3 ppm (s)

5, 6, 8-OR

R= H ou sucre

/ 6,3 ppm (s) /

7-OR

R=H ou sucre

8 ppm

D (J=9 Hz)

6,7-7,1 ppm

dd (J=9; 2,5 Hz)

6,7-7,0 ppm

d (J=2,5 Hz)

Tableau I. 11: Déplacements chimiques des protons du noyau A.
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Protons du noyau B

Le déplacement chimique des protons du noyau B se trouve entre 6,5-8,1 ppm. Ce

déplacement chimique est basé sur les substituants dans le noyau B et le degré d’oxydation

du noyau C.

Quand le noyau B est monosubstitué en 4', les quatre protons H-2', H-3', H-5' et H-

6' présentent deux doublets dont les constantes de couplages sont identiques (8,5 Hz). Les

protons H-2' et H-6' résonnent toujours à des champs inférieurs à ceux des protons H-3' et

H-5'. Le tableau suivant représente quelques déplacements chimiques des protons du noyau

B [143].

Flavonoïdes H-2' H-6' H-3' H-5'

Flavones (4'-OH)

[143]

7,7-7,9 ppm

d (J = 8,5 Hz)

7,7-7,9 ppm

d (J = 8,5 Hz)

6,5-7,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

6,5-7,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

Flavonols (4'-OH)

[143]

7,9-8,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

7,9-8,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

6,5-7,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

6,5-7,1 ppm

d (J = 8,5 Hz)

Flavones (3'-OMe,

4'-OH) [144]

7,4-7,5 ppm

d (J = 1,2 Hz)

7,3-7,5 ppm

dd (J = 7,2; 1,2 Hz)

/ 6,8-6,9 ppm

d (J = 7,2 Hz)

Flavonols (3'-OMe,

4'-OH) [145]

7,7-7,8 ppm

d (J = 2,1)

7,6-7,7 ppm

dd (J = 8,5; 2,1 Hz)

/ 6,9-7 ppm

d (J = 8,5 Hz)

Tableau I. 11: Quelques déplacements chimiques des protons du noyau B.

Protons du cycle C

Le proton H-3 d’une structure flavone résonne entre 6 et 7 ppm sous forme d’un

singulet [143], pouvant être confondu avec les protons H-6 et H-8.

b. Analyse des signaux provenant des protons de la partie osidique.

Proton anomérique

Le proton anomérique apparaît sur le spectre sous forme d’un doublet déblindé par

rapport aux autres protons osidiques. La valeur de la constante de couplage permet de

distinguer les anomères (J = 7-8 Hz) des anomères ((J = 3-4 Hz) [ 146].

Le proton anomèrique lié à un autre ose, devient relativement loin de l’influence du

noyau flavonique, et résonne à champ plus fort que le proton anomérique lié à la génine. A
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titre d’exemple dans le cas de Kampférol 3-O- -L-rhamnopyranosyl-(1 6)- -D-

glucopyranoside le proton H-1"' du rhamnose résonne à 4,54 ppm dans le méthanol

deutérié [147] alors que dans le cas du Kampférol-3-O-rhamnoside le proton anomérique

H-1" résonne à 5,43 ppm avec une constante de couplage J = 2,1 Hz [148].

Autres protons osidiques

Les autres protons osidiques résonnent entre 3 et 4 ppm. Ils apparaissent souvent sous

forme de multiplets difficiles à interpréter.

II. 3. 5. 2. R. M. N. du Carbone

Les spectres sont enregistrés entre 0 et 200 ppm. Le Tableau I. 12 présente les

déplacements chimiques (en ppm) des carbones des génines de quelques composés

flavoniques.

Composé 1 [149] 2 [149] 3 [150] 4 [151] 5 [152] 6 [152]

Solvant DMSO DMSO CD3OD CD3OD CD3OD CD3OD

C-2 165,5 164,0 158,9 148 159,3 159,0

C-3 104,3 102,7 135,5 137,2 135,6 135,3

C-4 183,2 181,5 179,7 177,3 179,2 179,4

C-5 162,0 160,8 150,4 162,5 162,9 162,9

C-6 100,3 99,5 100,1 99,3 98,6 99,5

C-7 164,9 162,9 158,5 165,3 166,2 166,4

C-8 95,6 104,6 129,1 94,4 94,2 94,9

C-9 158,7 156,0 158,1 158,2 158,5 158,5

C-10 105,1 103,9 105,7 104,5 105,5 105,9

C-1' 122,7 121,6 122,9 124,3 123,1 123,1

C-2' 129,8 128,6 132,3 116,0 116,4 116,1

C-3' 117,3 116,1 116,2 148,7 145,8 145,7

C-4' 161,8 161,4 161,7 146,2 149,8 149,9

C-5' 117,3 116,1 116,2 116,2 117,3 117,9

C-6' 129,8 128,6 132,3 121,7 122,3 122,8

C-1" - 74,4 104,1 - 103,7 101,9

C-2" - 71,1 75,7 - 75,1 73,9

C-3" - 78,7 78,1 - 79,3 75,2



35

C-4" - 70,6 71,4 - 72,5 70,2

C-5" - 81,9 78,5 - 78,3 75,4

C-6" - 61,4 62,7 - 68,5 67,6

C-1"' - - - - 101,2 100,1

C-2"' - - - - 71,0 72,1

C-3"' - - - - 71,0 72,4

C-4"' - - - - 73,2 73,2

C-5"' - - - - 70,2 69,7

C-6"' - - - - 17,0 17,9

Tableau I. 12 : Déplacements chimiques des carbones des génines de quelques composés

flavoniques.

1 : Apigénine, 2 : Apigénine-8-C- -glucopyranoside, 3 : 8-methoxykaempferol-3-O- -

glucopyranoside, 4 : Quercétine, 5 : Quercétine-3-O- -rutinoside, 6 : Quercétine-3-O- -

robinobioside.
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II. 1. Etude phytochimique de Senecio giganteus Desf.

II. 1. 1. Place dans la systématique [1]

Embranchement Angiospermae

Classe Dicotyledones

Sous-classe Asteridae

Ordre Asterales

Famille Asteraceae

Tribu Senecioneae

Genre Senecio

Espèce Senecio giganteus

Son nom commun est séneçon géant. Elle a été découverte par Monsieur

Desfontaine dans le royaume d’Algérie, sur le bord des ruisseaux aux environs de Bélida.

II. 1. 2. Description botanique

Cette espèce admet les synonymes suivants [2] :

- Jacobaea gigantuea ;

- Senecio giganteus ;

- Jacobaea gigantuea (Desf.) Pelser ;

- senecio giganteus Desf.

Son nom sert à rappeler que c’est une plante géante. Elle possède de nombreuses

fleurs, réunies en un corymbe très ample et étalé. Ses tiges sont de l’épaisseur du doigt,

elles sont hautes de 1,50 à 1,80 m. Quant à ses feuilles, elles possèdent un pétiole, elles

sont alternes, glabres ou légèrement cotonneuses. Les feuilles inférieures diffèrent des

feuilles supérieures. Les feuilles inférieures sont longues d’environ quarante-cinq

centimètres, larges d’une vingtaine de centimètres, lobées, oblongs, ovales et inégalement

dentées. Tandis que les supérieures sont lancéolées et oblongs. Les folioles du calice sont

linéaires et la corolle est jaune [3]. Cette espèce n’a jamais fait l’objet d’études

phytochimiques.
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Figure II. 1: Photo de Senecio giganteus Desf.

II. 1. 3. Répartition géographique

Cette espèce est endémique Nord Africaine [4]. Elle pousse aux bords des eaux,

lieux humides des plaines et surtout des montagnes du Nord Africain (Algérie, Tunisie),

jusqu’à 2000 m d’altitude durant les saisons de Mai-juillet.

Figure II. 2: Répartition géographique de Senecio giganteus Desf. [5].

Présence de S. giganteus
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II. 1. 4. Travaux personnels

II. 1. 4. 1. Récolte du matériel végétal

En pleine floraison, les parties aériennes de Senecio giganteus ont été récoltées en

Juin 2006 d’une prairie à environ 1250 à 1300 m d’altitude dans les environs de Sétif (Ain

Roua), en Algérie. Par la suite, elles sont débarrassées des impuretés puis séchées à

l’ombre à une température ambiante. La plante a été récoltée et identifiée par le professeur

Hocine LOUER, département de biologie (Université de Sétif, Algérie). Un échantillon de

cette plante est déposé au Muséum de la ville de Nice (Voucher number B-8997).

II. 1. 4. 2. Extraction

800 g des fleurs sèches de Senecio giganteus sont coupés en petits morceaux, et

extraits par macération trois fois dans le n-hexane (5 L), trois fois dans le dichlorométhane

(5 L) et trois fois dans le mélange méthanol-eau 7:3 (10 L) à chaud. Les fractions de

chaque macération sont réunies et évaporées à sec sous pression réduite pour obtenir

respectivement, 12 g d’extrait n-hexanique, 9 g d’extrait dichlorométhanique et l’extrait

hydrométhanolique.

L’extrait hydrométhanolique est repris par la suite avec de l’eau bouillante. Une

décantation pendant trois nuits permet l’élimination de la chlorophylle.

Le mélange filtré est extrait par l’acétate d’éthyle (3x500 mL). Après concentration

à sec sous vide on a obtenu un extrait de 20 g. On extrait par la suite la phase aqueuse avec

du n- butanol plusieurs fois pour obtenir après concentration à sec, un extrait d’environ 40

g.

Les différentes étapes de l’extraction sont représentées sur la Figure II. 3.

Les deux extraits acétate d’éthyle et n-butanol sont testés par chromatographie sur

couche minces bidimensionnelle de polyamide DC6 (Figure II. 4) et (Figure II. 5) dans les

systèmes S.I et S.II.

- La 1ère dimension S.I : Toluène-Méthanol-Méthyle éthyle cétone (4:3:3) (système

organique)

- La 2ème dimension S.II : Eau-Méthanol-Méthyle éthyle cétone-Acétyle acétone (13:3:3:1)

(système aqueux)
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Figure II. 3: Schéma général de l’extraction de Senecio giganteus Desf.

Schéma d’extraction

Phase aqueuse

Extraithexanique 12 g

Extrait CH2Cl2 9 g

ExtraitAcOEt 20 g

.

800g de fleurs

Hexane(x 3)

Matérielvégétal

CH2Cl2 (x 3)

MeOH/H2O 7:3 (x 3) à chaud

Extrait hydrométhanolique

AcOEt (x 3)

Phase aqueuse

Extraitbutanolique ~ 40 g

Matérielvégétal

.

BuOH (x 5)
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Les Figures II. 4 et II. 5 montrent que les composés présents dans les deux extraits

sont globalement différents. Ceci nous a mené à étudier chaque extrait séparément.

II. 1. 4. 3. Isolement des composants de l’extrait n-butanol

II. 1. 4. 3. a. Purification par colonne

Cette étape permet une séparation grossière des molécules selon leur polarité. De ce

fait, une masse d’environ 16 g de l’extrait n-butanol est déposée sur une colonne de

polyamide SC6 (0,05-0,16 mm) (réf.: 815620.1) préparée dans le toluène. L’élution est

réalisée par gradient de polarité croissante du système Toluène - MeOH.

Figure II. 5: CCM bidimensionnelle de polyamide DC6 de l’extrait
butanolique de S .giganteus, visualisée sous lampe UV à 365 nm

(D1 = S.I, D2 = S.II).

Figure II. 4: CCM bidimensionnelle de polyamide DC6 de l’extrait acétate d’éthyle
de S. giganteus, visualisée sous lampe UV à 365 nm (D1 = S.I, D2 = S.II).
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Le suivi des fractions obtenues, est effectué par chromatographie sur couche mince

de gel de silice (SiO2 60 F254, Merck, Darmstadt, Allemagne) sur support Aluminium,

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm).

La progression de cette colonne est rassemblée dans le Tableau II. 1.

Fractions Gradient de solvant Masse (mg)

F1
F2
F3
F4
F5
F6
F7
F8
F9
F10
F11
F12
F13
F14
F15
F16
F17
F18
F19

Toluene 100 %
Toluene-MeOH 5 %
Toluene-MeOH 5 %
Toluene-MeOH 5 %
Toluene-MeOH 5 %
Toluene-MeOH 10 %
Toluene-MeOH 15 %
Toluene-MeOH 20 %
Toluene-MeOH 25 %
Toluene-MeOH 30 %
Toluene-MeOH 30 %
Toluene-MeOH 35 %
Toluene-MeOH 40 %
Toluene-MeOH 50 %
Toluene-MeOH 60 %
Toluene-MeOH 80 %

MeOH 100 %
MeOH-H2O 50 %

AcOH 15 %

15
71
225
82
506
300
440
591
962
1042
1204
1506
2072
814
1932
318
1050
1064
112

Tableau II. 1: Fractions issues de la purification par chromatographie sur colonne de
polyamide SC6 de l’extrait n-butanol de S.giganteus Desf.

Il faut noter que la partie précédente a été réalisée dans le laboratoire de

phytochimie et d’analyses physico-chimiques, Université Mentouri, Constantine, Algérie.

Lorsque nous avons commencé cette partie de purification (laboratoire SONAS

Angers, France), nous avons constaté après avoir analysé les 19 fractions sur CCM de gel

de silice, qu’il y’a deux types de fractions: des fractions semi-polaires dont F3 est la plus

importante et des fractions polaires dont les plus importantes sont les fractions F6, F13,

F14 et F15.

La purification de la fraction semi-polaire F3 est effectuée par chromatographie sur

gel de silice. Quand aux fractions polaires F6, F13, F14 et F15, elles trainent sur gel de
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silice, ce qui rend leur séparation difficile. Nous avons donc choisi d’employer la

Chromatographie de Partage Centrifuge (CPC) pour les purifier.

Purification de la fraction F3

Une masse de 225 mg de la fraction F3 est purifiée au départ, sur colonne de gel de

silice 60 (40-63 m, Merck) préparée dans le dichlorométhane. L’élution est réalisée par

un gradient de polarité croissante du système CH2Cl2-AcOEt.

Le suivi des fractions obtenues est réalisé par chromatographie de gel de silice,

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm).

La progression de cette colonne est rassemblée dans le Tableau II. 2.

Fractions Gradient de solvant Masses (mg)

f1

f2

f3

f4

f5

f6

f7

f8

f9

f10

f11

f12

f13

f14

F15

CH2Cl2 100 %

CH2Cl2 100 %

CH2Cl2-AcOEt 1 %

CH2Cl2-AcOEt 5 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 15 %

CH2Cl2-AcOEt 20 %

CH2Cl2-AcOEt 30 %

CH2Cl2-AcOEt 40 %

CH2Cl2-AcOEt 50 %

CH2Cl2-AcOEt 75 %

AcOEt 100 %

2

4

2

5

6

4

14

6

7

20

10

15

20

18

22

Tableau II. 2: Résultats de la purification par chromatographie sur colonne de gel de silice
de la fraction F3.
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La sous-fraction f7 a été purifie par la suite sur plaque préparative de gel de silice,

en utilisant comme système éluant : CH2Cl2-AcOEt 8:2, pour donner 8 mg d’un produit

pur. C’est le composé S1.

Avant de présenter les travaux réalisés sur les purifications des fractions F6, F13,

F14 et F15 par CPC, il est important d’avoir une idée sur la méthodologie d’une séparation

par Chromatographie de Partage Centrifuge.

II. 1. 4. 3. b. Purification par Chromatographie de Partage Centrifuge

Chromatographie de Partage Centrifuge

a- Définition

La Chromatographie de Partage Centrifuge (CPC) est une méthode de

chromatographie liquide-liquide. Cette méthode de séparation est basée sur le partage de

solutés entre deux phases liquides non miscibles d’un système de solvants. Ces phases sont

maintenues en contact dans la colonne chromatographique. L’une des phases, dite

stationnaire, reste dans la colonne grâce au champ de forces centrifuges généré par

l'appareil. L’autre phase liquide, dite mobile, est pompée. Son élution permet la séparation

progressive des solutés en fonction de leur coefficient de partage respectif.

Ces systèmes sont à compléter par une pompe d'élution, un système d'injection avec

différents volumes de boucle, tous types de détecteurs et un collecteur de fractions ainsi

qu'un logiciel d'acquisition et de traitement des chromatogrammes (Figure II. 6).

Les bases de la chromatographie liquide-liquide sont établies dès 1941 avec les

travaux de Martin et Synge pour qui la phase stationnaire est alors un liquide fixé sur un

support inerte. Le soluté se partage dans les deux phases liquides selon la loi de Nernst (ou

loi de distribution). Ainsi, tout soluté A dissous dans les deux phases non miscibles,

présente une répartition à l’équilibre (en tenant compte de toutes ses espèces) reproductible

dans des conditions physico-chimiques constantes et définie par un coefficient de partage

K.

[Atot]org : concentration analytique totale du soluté A dans la phase organique.

[Atot]aq : concentration de l’espèce A dans la phase aqueuse.

K =
[Atot]org

[Atot]aq
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Figure II. 6 : Schéma et photo du banc chromatographique de la CPC.
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Globalement, la séparation par CPC s’apparente à une ampoule à décanter. Plutôt

que chercher à ce que tout le produit désiré soit dans la même phase, on cherche à ce qu’il

se répartisse équitablement dans chacune d’entre elles. Aussi, l’une des grandeurs les plus

importantes est le coefficient de partage K qui se définit de la manière suivante [6]:

Figure II. 7 : Ampoules à décanter montées en séries.

Pour espérer une bonne séparation, K doit être le plus proche de l’unité. Il se

détermine préalablement lors de la recherche du système biphasique. L’évaluation du K

peut se faire, approximativement, par CCM ou de manière plus précise par CLHP.

Pour cela, un mélange équivolumique de chaque phase du système biphasique est

introduit dans un tube à essai.

Une petite quantité de l’échantillon y est dissoute. Après agitation et décantation,

les deux phases sont séparées et à l’aide d’un capillaire, la même quantité de chaque phase

est déposée sur une plaque CCM. La même opération est réalisée pour différents systèmes

biphasiques. Après migration, la répartition des principaux constituants du soluté dans les

phases supérieures et inferieures des différents systèmes est visualisée sous lampe UV (254

et 365 nm) (Figure II. 8).

Figure II. 8 : Méthodologie suivie pour le choix du système de solvants biphasique.

K =
Concentration du soluté dans la phase stationnaire
Concentration du soluté dans la phase mobile
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Analyse CLHP
des Ø(S) et Ø(I)
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Cette méthode, très visuelle, semble approximative, mais, en pratique, permet assez

facilement une sélection préliminaire des mélanges biphasiques qui sont analysés par la

suite par CLHP pour l’évaluation du coefficient de partage K.

Le mélange retenu est celui pour lequel le constituant à purifier a un K ~ 1, et qui

permet d’avoir des temps de rétention distincts pour les principaux constituants.

b- Choix du système de solvants biphasique

Le choix du système de solvant biphasique est à la base de toute séparation par

CPC. Afin de réaliser une bonne séparation, il est important de tenir compte de la solubilité

du mélange et de sa polarité. On utilise généralement des mélanges de trois solvants ou

plus à partir des gammes préétablies.

L’utilisation des gammes que nous allons présenter ci-après se dévoile très utile.

Une combinaison entre certains solvants en variant graduellement leurs proportions, pour

former des séries quasiment continues. Lorsque les mêmes solvants sont utilisés pour une

gamme, il s’agit d’une échelle homogène. Pour les hétérogènes la polarité évolue avec des

solvants différents [7].

Les gammes ou l’approche multisolvants

Nous présenterons ici les gammes qui ont pu être utilisées lors de nos travaux lors

de l’application.

i. Les gammes multi solvants homogène

- La gamme HBAE

Sept systèmes biphasiques composés de n-heptane (H), de butanol (B),

d’acétonitrile (A) et d’eau (E) ont été décrits et testés par A. P. Foucault et al. [6] (Tableau

II. 3). Dans ce cas la polarité décroit du système 3 au système -3. L’étude débute en testant

les systèmes 0 de polarité intermédiaire. Si l’échantillon reste préférentiellement dans la

phase la plus polaire alors les systèmes 1 à 3 seront testés. Inversement, s’il va

préférentiellement dans la phase la moins polaire, on essayera les systèmes de -1 à -3.

K =
Aire du constituant dans la phase supérieure
Aire du constituant dans la phase inferieure
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Système n-Heptane BuOH MeCN Eau

-3 5 0 5 0

-2 5 2 3 0

-1 4 2,6 2,4 1

0 4 3,2 1,8 2

1 2 3,8 1,2 4

2 1 4,4 0,6 4

3 0 5 0 5

Tableau II. 3 : Composition des systèmes biphasiques de la gamme HBAE.

- La gamme Oka

Oka et al. [8] Utilisent 16 mélanges de n-hexane, acétate d’éthyle, n-

butanol, méthanol et eau. Les proportions se répartissant du système le moins

polaire Hexane/MeOH/H2O (2:1:1) au plus polaire : n-BuOH/H2O (1:1) (Tableau

II. 4). Cette gamme s’applique à des composés moyennement polaires à très

polaires en raison de la présence d’eau dans chacun des systèmes. Notons la

présence de n-BuOH dans plusieurs systèmes, ce qui peut engendrer des difficultés

lors de l’évaporation.

Numéro du
système

n-Hexane Acétate
d’éthyle

n-Butanol Méthanol Eau

1 10 0 0 5 5
2 9 1 0 5 5
3 8 2 0 5 5
4 7 3 0 5 5
5 6 4 0 5 5
6 5 5 0 5 5
7 4 5 0 4 5
8 3 5 0 3 5
9 2 5 0 2 5
10 1 5 0 1 5
11 0 5 0 0 5
12 0 4 1 0 5
13 0 3 2 0 5
14 0 2 3 0 5
15 0 1 4 0 5
16 0 0 5 0 5

Tableau II. 4 : Composition des systèmes biphasiques de la gamme Oka.
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- La gamme '' Arizona"

En 1991, Margraff et al. [9] ont établi une gamme de 23 systèmes sur la base d’un

mélange n-heptane, acétate d’éthyle, méthanol et eau (Tableau II. 5). Le système le moins

polaire dans ce cas est un mélange équivolumique heptane/MeOH (Z) et le plus polaire

AcOEt/H2O (A).

Système n-Heptane AcOEt MeOH Eau
A 0 1 0 1
B 1 19 1 19
C 1 9 1 9
D 1 6 1 6
F 1 5 1 5
G 1 4 1 4
H 1 3 1 3
J 2 5 2 5
K 1 2 1 2
L 2 3 2 3
M 5 6 5 6
N 1 1 1 1
P 6 5 6 5
Q 3 2 3 2
R 2 1 2 1
S 5 2 5 2
T 3 1 3 1
U 4 1 4 1
V 5 1 5 1
W 6 1 6 1
X 9 1 9 1
Y 19 1 19 1
Z 1 0 1 0

Tableau II. 5: Composition des systèmes biphasiques de la gamme "Arizona".

ii. La gamme multi solvant hétérogène : la gamme Abbott et al. [10]

TP. Abbott et P. Kleimen ont établi une série de 13 systèmes biphasiques dont la

composition est donnée dans le Tableau II. 6. Les auteurs définissent trois groupes de

systèmes : le lipophile (systèmes 1 à 3), l’intermédiaire (système 4 à 8) et le polaire

(systèmes 9 à 13).

Cette gamme « discontinue » présente une importante étendue de polarité et permet

donc des applications pour une grande variété de composés.
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Systèmes Solvants Volumes

1 n-hexane/acétonitrile (1:1)

2 n-hexane/acétonitrile/chloroforme (5:5:1)

3 n-hexane/méthanol/eau (6:5:1)

4 n-hexane/acétate d’éthyle/acétonitrile/méthanol (5:2:5:4)

5 n-hexane/acétate d’éthyle/méthanol/eau (1:1:1:1)

6 Chloroforme/méthanol/eau (13:7:2)

7 Chloroforme/méthanol/eau (1:1:1)

8 Chloroforme/méthanol/eau (7:13:8)

9 Toluène/acétonitrile/éthanol/eau (3:4:2:3)

10 Chloroforme/méthanol/acide acétique 0.2 M (1:1:1)

11 Acétate d’éthyle/éthanol/eau (2:1:2)

12 Butan-1-ol/acide acétique/eau (4:1:5)

13 Butan-1-ol/acétate d’éthyle/eau (4:1:4)

Tableau II. 6: Composition des systèmes biphasiques de la gamme Abbott et al.

c- Répartition des deux phases

- Appareillages

La colonne d’un Chromatogramme de Partage Centrifuge (CPC) est constituée d’une

suite de petites cellules reliées entre elles par de fins capillaires et soumise à un champ de

gravité constant en tout point. Toutes ces petites cellules remplissent la circonférence de

disques empilés les uns sur les autres et communiquant entre eux (Figure II. 9).

Figure II. 9 : Colonne de CPC.

- Mise en uvre du remplissage

L’utilisation et le remplissage se font de la même manière quelque soit le mode mis

en uvre. Dans un premier temps, la phase stationnaire est injectée. Celle-ci est

Rotor:
20 à 45 disques

Disque:
40 à 60 cellules

Cellules
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préalablement choisie en tant que phase stationnaire pour des raisons pratiques

(température d’ébullition pour la récupération du soluté….). Lorsque la colonne est

remplie de phase stationnaire, la phase mobile peut être alors injectée. S’il s’agit de la

phase la moins dense, elle sera injectée dans le mode ascendant. Inversement la phase

inférieure serait injectée à la suite de la phase la moins dense, dans le mode descendant.

Dans tous les cas, la phase mobile doit être injectée de sorte qu’elle traverse la phase

stationnaire.

Purification des fractions F6, F13, F14 et F15 par chromatographie de

partage centrifuge

An lyse CCM

Des plaques CCM de gel de silice (SiO2 60 F254, Merck, Darmstadt, Allemagne) ont été

employées.

Les systèmes de solvants utilisés pour une détermination rapide de coefficient de

partage et pour le suivi des fractions issues par CPC de chaque fraction sont :

La fraction F6 : Dichlorométhane-Acétate d’éthyle (7:3).

Les fractions F13, F14 et F15 : AcOEt-H2O-HCOOH (8:1:1).

L’extrait butanolique : AcOEt-H2O-HCOOH (8:1:1).

Après élution, les plaques ont été révélées sous lampe UV à 254 et 365 nm.

Analyse CLHP

1- Appareillage

Au début de ce travail, l’analyse est effectuée sur un module de séparation waters

2996 muni d’un détecteur UV à barrette de diiode 2996 est relié au logiciel Empower. Un

échantillon de 10 L est injecté sur une colonne BDS HYPERSIL C18, 250 x 4.6 mm (5

m), en utilisant un gradient eau/acétonitrile comme éluant. Le graduent de la phase

mobile est le suivant : ACN/H2O 10:90 v/v à 30:70 v/v pendant 35 min, le débit est fixé à 1

mL/min.

La détection UV est réalisée à 210, 254 et 365 nm.

Après, on a changé l’appareil, la colonne et la phase mobile. Le nouvel appareil

utilisé est l’Agilant 1100 Online muni d’une pompe G1311A et d’un détecteur UV à

barrette de diiode G1315A, reliés au logiciel Agilant Chem Station (Agilant Technologies).
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Un échantillon de 10 L est injecté sur une colonne Lichrospher® 100, RP-18e (5 m). Le

graduent de la phase mobile est le suivant : H2O-HCOOH 0.1 % / MeOH 75:35 v/v à 20:80

v/v pendant 35 min. Le débit est fixé à 1 mL/min. La détection UV est réalisée à 210, 254

et 365 nm.

2- Détermination du coefficient de partage

Le coefficient de partage K a été déterminé par analyse CLHP. Environ 1 mg

d’échantillon a été solubilisé dans 1 mL de chaque système biphasique pré-équilibré. Après

agitation vigoureuse, 200 L de chaque phase a été repris, évaporé et analysé par CLHP. K

correspond au rapport des AUC (Area Under Curve) de chaque produit dans la phase

supérieure et dans la phase inférieure comme il a été décrit précédemment.

CPC

1- Appareillage

Toutes les expériences de CPC ont été réalisées sur un appareil FCPC® 200

(Kromaton, Angers, France) sauf pour la purification de la fraction F6. Le volume total de

la cellule est de 275 mL. Une valve incorporée à l’appareil permet de choisir le mode

ascendant ou descendant. Ce système est équipé d’une pompe à graduent, d’un détecteur

UV-visible, d’une vanne Rhéodyne et boucle d’injection avec système « auto-start » et

d’un collecteur de fractions (Kromaton). Le système est piloté par le logiciel Ecomac.

La fraction F6 a été purifiée sur un appareil FCPC (Kromaton) dont le volume total

de la cellule est de 55 mL.

2- Réalisation des CPC

Les volumes adéquats de chaque solvant ont été mis dans une ampoule à décanter.

Après agitation et décantation, les deux phases séparées ont été placées dans des flacons

fermés.

Initialement la colonne est remplie d’un mélange eau/acétone. La colonne est mise

en rotation et remplie avec de la phase stationnaire en mode ascendant ou descendant (40

mL/min), puis équilibrée avec la phase mobile avec un débit de 10 mL/min.

Une éprouvette vide placée en sortie de la colonne a permis de mesurer la rétention

de la phase stationnaire dans la colonne.
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L’échantillon a été solubilisé dans 10 mL d’un mélange 1:1 de chaque phase et

injecté manuellement via la vanne Rhéodyne.

Les fractions (10 mL) ont été récupérées par un collecteur automatique, puis

rassemblées de façon approprié par CCM visualisées sous lompe UV (254 et 365 nm),

et/ou CLHP.

La colonne de CPC a été rincée après chaque expérience avec différents solvants de

polarité croissante : AcOEt, MeOH, MeOH/H2O, Acétone/H2O.

A. Purification de la Fraction F6 par CPC

Détermination du système de solvants biphasique

La détermination du système de solvants biphasique pour la réalisation de la CPC

de la fraction F6 a été faite en se basant sur la répartition de ses produits majoritaires sur

CCM de gel de silice, visualisées sous lompe UV (254 et 365 nm), en utilisant comme

système éluant : CH2Cl2-AcOEt (7:3) (Figure II. 10). Le système biphasique retenu est

l’AcOEt/EtOH/H2O (2:1:2) (le système 11 de la gamme Abbott et al., Tableau II. 6), dont

le composé à purifier (S2) se répartit équitablement dans les deux phases.

Figure II. 10: CCM analytique de la fraction F6 dans différents systèmes de

solvants biphasiques.

Procédure de la purification de la fraction F6

La purification de la fraction F6 par CPC a été réalisée avec le système de solvants

biphasique AcOEt/EtOH/H2O (2:1:2) en isocratique, en mode ascendant.

Les conditions relatives à cette séparation sont regroupées dans le Tableau II. 7.

CH2Cl2-AcOEt (7:3)

F6 I S I S I S I S I S I S

0 1 2 3 11 12

S2

0, 1, 2, 3: système de solvants biphasiques (gamme HBAE)

11, 12: système de solvants biphasiques (gamme ABBOTT)

I: phase inferieure

S: phase supérieure

s

s
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- Système de solvants biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- AcOEt/EtOH/H2O 2:1:2

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode ascendant

- Débit 2 mL/min

- Rotation 1800 tr/min

- Pression pendant l’équilibre 13 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

300 mg de F6 solubilisé dans 2,5 mL d’un mélange de 1:1

de chaque phase.

- Durée 120 min

- Volume de sous-fraction 3 mL

- Nombre de sous-fractions 80

Tableau II. 7: Conditions expérimentales de la purification de la fraction F6 par CPC.

Le suivi du rassemblement des sous-fractions collectées a été effectué par analyse

CCM de gel de silice, visualisées sous lompe UV (254 et 365 nm).

Le Tableau II. 8 regroupe la progression de regroupement des sous-fractions de cette

expérience.

Temps-collecte (min) Sous-fractions Masse (mg) Observations

11-23

24

25

26-27

28-30

31-39

40-46

47-91

92-103

105-114

115-120

f1

f2

f3

f4

f5

f6

f7

f8

f9

f10

f11

35

17

46

13

43

54

11

24

21

12

10

Mélange

Mélange

Mélange

Mélange

Mélange

Composé pur S2

Trace de produits

Mélange

Mélange

Mélange

Mélange

Tableau II. 8: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de la
fraction F6.
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B. Purification de la fraction F13 par CPC

Détermination du système de solvants biphasique

Les recherches du système biphasique menées selon la méthodologie

précédemment décrite, nous ont permis de sélectionner un mélange de trois solvants :

Acétate d’éthyle/acétonitrile/eau (3:2:5) [11], optimisé pour une meilleure purification des

composés majoritaires de la fraction F13 (Figure II. 11) en fonction des valeurs du

coefficient de partage K (Tableau II. 9).

Figure II. 11 : Chromatogramme CLHP de la fraction F13*.
(* Analyse CLHP à partir de l’appareil waters 2996 (voir p. 61))

* L’ensemble des produits se trouve dans la phase supérieure.

Tableau II. 9 : Valeurs de K dans différents systèmes biphasiques.

On remarque que le système de solvants biphasique AcOEt/MeCN/H2O (3:2:5)

permet d’obtenir des coefficients de partages (K) différents pour les trois produits dont le

K du produit majoritaire est au tour de 1.

Procédure de la purification de la fraction F13 par CPC

La séparation de la fraction F13 a été réalisée en mode isocratique avec le système

de solvants biphasique AcOEt/MeCN/H2O (3:2:5).

Coefficient de partage K =Systèmes de solvants biphasiques
S3 S5 S4

Butanol/eau/acétate d’éthyle 4:1:4 0.2 6.1 34.0
Dichlorométhane/méthanol/eau 1:1:1 * * *
Acétate d’éthyle/acétonitrile/eau 3:2:5 1.4 1.1 6.9

Temps (min)

S3

S5
S4

Air(QS)
Air(QI)
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Les conditions relatives à cette séparation sont regroupées dans le Tableau II. 10 et

représentées par la Figure II. 12.

- Système de solvants biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- AcOEt/MeCN/H2O 3:2:5

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode ascendant

- Débit 10 mL/min

- Rotation 1000 tr/min

- Rétention de la phase stationnaire 64 %

- Pression pendant l’équilibre 20 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

630 mg de F13 solubilisé dans 10 mL d’un

mélange de 1:1 de chaque phase.

- Durée et déroulement de l’expérience:

Durée 85 min {0-54,9 min, phase mobile 100 %, 10

mL/min

55-85 min, phase stationnaire 100 %,

12 mL/min}

Délai d’injection-collecte 7 min

Volume de sous-fraction 10 mL

Nombre de sous-fractions 78

Détection UV (210, 254 et 350 nm)

Tableau II. 10: Conditions expérimentales de la purification de la fraction F13
Par CPC.

Le rassemblement des sous-fractions obtenues est effectué par analyse CCM de gel

de silice et/ou par analyse CLHP.

La progression de regroupement de ces sous-fractions est rassemblée dans le Tableau II.

11.
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Temps de collecte

(min)

Sous-fractions Masse

(mg)

Observation

8-14 f1 15 Mélange

15-16 f2 8 Mélange

17-19 f3 9 Mélange

20 f4 3 Mélange

21-22 f5 6 Trois taches

23 f6 3 Trois taches

24-28 f7 24 Deux taches +

précipité jaune S4

29-30 f8 8 Deux taches

31 f9 3 Trois taches

32-33 F10 3 Trois taches

34-39 F11 12 Un produit +

impuretés

40-48 F12 9 Produit pur S3

49-59 F13 8 Trois taches

60-65 F14 7 Deux taches

66-68 F15 11 Trois taches

69-73 F16 34 Produit pur S5

74-76 F18 12 Deux taches

77 F19 15 Mélange

78-85 F20 180 Mélange

Tableau II. 11: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la fraction F13.
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Figure II. 12: Chromatogramme CPC de la fraction F13.

C. Purification de la fraction F14 par CPC

Détermination du système de solvants biphasiques

Pour choisir un système de solvants biphasiques pour la fraction F14, on a pensé au

système qui a été choisi pour la fraction F13 (AcOEt/MeCN/H2O 3:2:5), vu l’approche des

constituants des deux fractions (Figure II. 13), mais ce système ne convenant parfaitement

après avoir calculer les valeurs de Coefficient de partage K des produits majoritaires de

F14 (Tableau II. 12), ce qui nous a amené à modifier les proportions des solvants pour

avoir le système AcOEt/MeCN/H2O (5:1:4), optimisé pour une meilleur séparation pour

les composés majoritaires de la fraction F14.

Figure II. 13: Chromatogramme CLHP de la fraction F14*.

Temps (min)

S4
S3 S5

Temps (min)

S3

S5

S6



69

(* Analyse CLHP à partir de l’appareil waters 2996 (voir p. 61)).

Tableau II. 12: Valeurs de K dans différents systèmes biphasiques de la fraction F14.

On remarque que le système de solvants biphasique AcOEt/MeCN/H2O (5:1:4)

choisi pour cette séparation (Tableau II. 12), permet d’obtenir des coefficients de partages

(K) différents pour les trois produits dont le K du produit majoritaire est au tour de 1.

Procédure de la purification de la fraction F14 par CPC

La séparation en mode isocratique de la fraction F14 a été réalisée avec le système

de solvants biphasique AcOEt/MeCN/H2O (5:1:4).

Les conditions expérimentales de la CPC sont rassemblées dans le Tableau II. 13.

- Système de solvant biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- AcOEt/MeCN/H2O 5:1:4

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode ascendant

- Débit 10 mL/min

- Rotation 900 tr/min

- Rétention de la phase stationnaire 60 %

- Pression pendant l’équilibre 10 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

814 mg de F14 solubilisé dans 10 mL d’un

mélange de 1:1 de chaque phase.

- Durée et déroulement de l’expérience:

Durée 85 min {0-54,9 min, phase mobile 100 %, 10

mL/min

Coefficient de partage KSystèmes de solvants biphasiques
S3 S5 S6

Acétate d’éthyle/acétonitrile/eau 3:2:5 0,33 0,34 1,09
Acétate d’éthyle/acétonitrile/eau 6:1:3 0,34 0,34 1,20
Acétate d’éthyle/acétonitrile/eau 5:1:4 0,32 0,13 1,29
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55-85 min, phase stationnaire 100 %,

12 mL/min}

Délai d’injection-collecte 7 min

Volume de sous-fraction 10 mL

Nombre de sous-fractions 78

Détection UV (210, 254 et 350 nm)

Tableau II. 13. Conditions expérimentales de la purification de la fraction F14
Par CPC.

L’analyse des sous-fractions obtenues a été effectuée par CCM de gel de silice,

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm), et/ou par analyse CLHP.

La progression de regroupement de ces sous-fractions est rassemblée dans le Tableau II.

14.

Temps de collecte

(min)

Sous-fractions Masse (mg) Observation

12 F1 10 Mélange

13 F2 14 Mélange

14-15 F3 4 Mélange

16 F4 18 Trois taches

17 F5 7 Trois taches

18-21 F6 34 Mélange

22-23 F7 20 Produit ~ pur S6

24-28 F8 10 Trois taches

29 F9 4 Trois taches

30-31 F10 11 Trois taches

32 F11 9 Un produit + impuretés

33-37 F12 21 Produit pur S3

38-42 F13 17 Un produit + impuretés

43-47 F14 9 Un produit + impuretés
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48-61 F15 30 Trois taches

62-65 F16 4 Trois taches

66 F17 3 Mélange

67-68 F18 5 Mélange

69-70 F19 6 Mélange

71-72 F20 8 Mélange

73 F21 6 Deux taches

74-76 F22 17 Produit pur S5

77-85 F23 275 Mélange

Tableau II. 14: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la fraction F14.

D. Purification de la fraction F15 par CPC

Détermination du système de solvants biphasique

La purification de la fraction F15 a été réalisée avec le système biphasique

AcOEt/MeCN/H2O (5:1:4), après avoir déterminé les valeurs de K des composés

majoritaires (Figure II. 14) (Tableau II. 15).

Figure II. 14: Chromatogramme CLHP de la fraction F15*.
(* Analyse CLHP à partir de l’appareil Agilant 1100 Online (voir p. 61))

Temps (min)

S6

S5

S3
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Systèmes de solvants biphasiques

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 1:1:2

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 4:1:5

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 6:1:3

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 7:1:2

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 3:2:5

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau 5:1:4

Tableau II. 15: Valeurs de K dans différents systèmes biphasiques de la fraction.

Le tableau en dessus montre que le système de solvants biphasique

AcOEt/MeCN/H2O (3:2:5) permet d’obtenir des coefficients de partages (K) différents

pour les trois produits dont le K du produit majoritaire est au tour de 1.

Procédure de la purification de la fraction F15 par CPC

Comme la fraction F14, la séparation en isocratique en mode ascendant de la

fraction F15 a été réalisée avec le système de solvants biphasique AcOEt/MeCN/H2O

(5:1:4) en deux injections de 1932 mg.

Les conditions expérimentales de la CPC des deux injections de la fraction F15

sont rassemblées dans le Tableau II. 16 et présentées par les chromatogrammes CPC

(Figure II. 15 et II. 16).

- Système de solvants biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- AcOEt/MeCN/H2O 5:1:4

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode ascendant

- Débit 10 mL/min

- Rotation 900 tr/min

- Rétention de la phase stationnaire: - Première injection 68 %

- Deuxième injection 69 %

Coefficient de partage K

S3 S5 S6

0,44 0,49 1,29

0,25 0,32 1,21

0,40 0,42 1,89

0,46 0,51 1,25

0,50 0,57 1,79

0,29 0,56 1,34
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- Pression pendant l’équilibre : - Première injection 10 bars

- Deuxième injection 20 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

* Première injection : 1 g de F15 solubilisé dans 10 mL d’un

mélange de 1:1 de chaque phase.

* Deuxième injection : 932 mg de F15 solubilisé dans 10

mL d’un mélange de 1:1 de chaque phase.

- Durée et déroulement de l’expérience de chaque injection:

Durée 85 min {0-54,9 min, phase mobile 100 %, 10

mL/min

55-85 min, phase stationnaire 100 %,

12mL/min}

Délai d’injection-collecte 7 min

Volume de sous-fraction 10 mL

Nombre de sous-fractions 78

Détection UV (210, 254 et 350 nm)

Tableau II. 16: Conditions expérimentales de la purification de la fraction F15
Par CPC.

L’analyse des sous-fractions obtenues a été suivie par CCM de gel de silice,

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm), et/où CLHP.

La progression de regroupement de ces sous-fractions est rassemblée dans les Tableau II.

17 et II. 18.

Temps de collecte

(min)

Sous-fractions Masse (mg) Observation

12 f1 2 Mélange

13 f2 142 Mélange

14-15 f3 36 Mélange

16-18 f4 25 Trois taches

19 f5 10 Deux taches + produit

majoritaire
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20-24 f6 61 Produit pur ~ S6

(précipité jaune)

25-28 f7 18 Produit pur S6

29-33 f8 2 Deux taches

34 f9 4 Mélanges

35 f10 3 Mélange

36 f11 4 Mélange

37-39 f12 18 Produit pur S3

40-47 f13 20 Trois taches

48-54 f15 9 Trois taches

55-63 f16 10 Mélange

64-69 f17 17 Deux taches

70 f18 3 Produit pur S5

71-74 f19 16 Trois taches

75-77 f20 86 Mélanges

78-85 f21 120 Mélanges

Tableau II. 17: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la première injection de la fraction F15.

Figure II. 15: Chromatogramme CPC de F15 (première injection).

Temps (min)Temps (min)

S6 S3 S5
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Temps de collecte

(min)

Sous-fractions Masse (mg) Observation

12-13 f1 21 Deux spots

14-15 f2 32 Mélange

16-17 f3 17 Mélange

18 f4 56 Mélange

19-23 f5 74 Produit pur (précipité

jaune) S6

24 f6 8 Produit pur S6

25-28 f7 19 Deux taches

29 f8 5 Deux taches

30-33 f9 13 Produit ~ pur S7

34-39 f10 20 Deux taches

40-43 f11 12 Deux taches

44-51 f12 9 Produit pur S3

52-60 f13 8 Trois taches

61-66 f14 7 Mélange

67-68 f15 4 Deux taches

69 f16 2 Deux taches

70-73 f17 14 Deux taches

74 f18 5 Produit ~ pur S5

75-77 f19 31 Deux taches

78-85 f20 112 Mélanges

Tableau II. 18 : Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la deuxième injection de la fraction F15.

Le composé S7 a été purifié sur une micro-colonne de Séphadex LH20 pour obtenir

5 mg de produit d’une pureté de 82,9 % à 254 nm.

Les sous fractions f3 et f2 issues respectivement de la première et de la deuxième

injection, ont été mélangées et purifiées sur plaque de gel de silice en utilisant le système

éluant dichlorométhane-méthanol (9:1), et filtrées sur colonne de Séphadex LH20 pour

obtenir 6 mg du composé S8.
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Figure II. 16: Chromatogramme CPC de la deuxième injection de la fraction F15.

Comme nous avons décrit précédemment, la purification de l’extrait butanoliques a

mené a l’isolement de huit produits purs, S1 (8 mg), S2 (53 mg), S3 (57 mg), S4 (11 mg),

S5 (59 mg), S6 (181 mg), S7 (5 mg) et S8 (6 mg) (Figure II. 16) en utilisant la

chromatographie classique avant de passer par la suite à la chromatographie de partage

centrifuge.

Afin d’améliorer les qualités de produits obtenues, il nous a semblé intéressent de

réaliser une CPC directement sur l’extrait n-butanolique brut. Nous avons donc mené une

étude comparative.

Figure II. 17 : Chromatogramme CLHP de l’extrait butanolique S. giganteus Desf.*

(* Analyse CLHP à partir de l’appareil Agilant 1100 Online (voir p. 61))

Temps (min)

S1

S2
S3

S6

S8

Temps (min)

S6 S7
S3 S5
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E. Purification des produits majoritaires de l’extrait butanolique de S.
giganteus directement par CPC

Détermination du système biphasique

Plusieurs systèmes de solvants biphasiques ont été testés sur l’extrait butanolique.

Six systèmes ont été sélectionnés par CCM de gel de silice conformément au protocole

précédemment décrit. Les coefficients de partage K des différents composés ont été

calculés après analyse CLHP des phases supérieures et inferieures des systèmes

sélectionnés (Tableau II. 19), comme il a été décrit précédemment.

Systèmes de solvants biphasiques Valeurs de coefficient K

S1 S2 S3 S4 S5 S6 S7 S8

n-Heptane-acétate d’éthyle-méthanol-eau

(0:1:0:1)

a 0,79 3,72 3,14 3,40 0,87 3,14 0,02

n-Heptane-acétate d’éthyle-méthanol-eau

(1:19:1:19)

0,29 b 0,18 0,33 0,33 0,46 0,33 3,65

Acétate d’éthyle-éthanol-eau (2:1:2) 0,33 0,43 0,22 0,44 0,44 0,82 0,44 8,62

Butan-1-ol-acide acétique-eau (4:1:5) 0,55 0,93 3,72 4,30 4,30 4,59 4,30 3,86

Butan-1-ol-acétate d’éthyle-eau (4:1:4) 0,51 b 2,81 5,07 5,07 6,05 5,07 14,86

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau (3:2:5) 0,78 0,91 0,49 0,79 0,79 1,19 0,79 13,37

Acétate d’éthyle-acétonitrile-eau (5:1:4) 0,59 0,48 0,53 0,58 0,58 1,02 0,58 a

aProduit est dans la phase supérieure, bProduit est dans la phase inférieure.

Tableau II. 19 : Valeurs de K dans différents systèmes biphasiques des produits
majoritaires de l’extrait butanolique.

Les valeurs de coefficient de partage K dans le Tableau II. 19, montrent que le bon

système de solvant biphasique est le système Acétate d’éthyl-acétonitrile-eau (5:1:4), dont

le K ~ 1 du produit majoritaire S6 (Figure II. 17), produit ciblé dans cette partie. Le

Tableau II. 19 montre également que ce système de solvants biphasique permet de séparer

les deux composés S2 et S3 dont leurs coefficients de partages sont différents.

Procédure de la purification de l’extrait butanolique de S. giganteus

La purification de (2 x 1 g) de l’extrait butanolique de S. giganteus par CPC a été

réalisée en mode ascendant, en utilisant le système de solvant biphasique

AcOEt/MeCN/H2O (5:1:4). Quatre fractions contenant des produits purs ont été obtenues.

Elles correspondent aux composés S2, S3, S5 et S6 (Figure II. 18).
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Les conditions expérimentales ainsi que les fractions issues de la CPC de l’extrait

butanolique de la première et la deuxième injection, sont rassemblées dans les Tableaux

II. 20.

- Système de solvants biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- AcOEt/MeCN/H2O 5:1:4

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode ascendant

- Débit 10 mL/min

- Rotation 900 tr/min

- Rétention de la phase stationnaire : - Première injection 64 %

- Deuxième injection 71 %

- Pression pendant l’équilibre : - Première injection 17 bars

- Deuxième injection 18 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

2 x 1 g de l’extrait butanolique solubilisé dans 10 mL d’un

mélange de 1:1 de chaque phase.

- Durée et déroulement de l’expérience:

Durée 85 min {0-54,9 min, Ø mobile 100 %, 10 mL/min

55-85 min, Ø stationnaire 100 %,

12 mL/min}

Délai d’injection-collecte 7 min

Volume de sous-fraction 10 mL

Nombre de sous-fractions 78

Détection UV (210, 254 et 350 nm)

Tableau II. 20 : Conditions expérimentales de la purification de l’extrait butanolique par
CPC.

Les progressions des regroupements des sous-fractions issues de la purification de 2

x 1 g de l’extrait butanolique sont rassemblées dans les Tableau II. 21 et II. 22.
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Temps de collecte (min) Sous-fractions Masse (mg) Observation

13-16 F1 178 Mélange

17-19 F2 58 Produit pur S6

20-21 F3 26 Produit S6 + impuretés

22-26 F4 63 Mélange

27-33 F5 58 Produit pur S2

34-53 F6 48 Produit pur S3

54-63 F7 18 Mélange

64-70 F8 35 Mélange

71-74 F9 44 Deux taches

75-76 F10 33 Produit pur S5

77 F11 26 Mélange

78-85 F12 385 Mélange

Tableau II. 21: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la première injection de l’extrait butanolique S. giganteus.

Tableau II. 22: Résultats de la purification par chromatographie de partage centrifuge de
la deuxième injection de l’extrait butanolique S. giganteus.

Temps de collecte (min) Sous-fractions Masse (mg) Observation

12-15 F1 112 Mélange

16-20 F2 81 Produit pur S6

21 F3 10 Trois taches

22-24 F4 32 Trois taches

25-28 F5 43 Produit pur S2

29 F6 6 Trois taches

30-32 F7 15 Deux taches

33-43 F8 38 Produit pur S3

44-61 F9 26 Deux taches

62 F10 02 Mélange

63-70 F11 43 Mélange

71-73 F12 27 Deux taches

74-75 F13 27 Produit pur S5

76-85 F16 266 Mélange
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Figure II. 18: Chromatogramme CPC de l’extrait butanolique.

Donc, à partir de 2 g de l’extrait butanolique de Senecio giganteus, nous avons pu

isoler, 139 mg du composé majoritaire S6, 101 mg de S2, 86 mg de S3 et 60 mg de S5 en

une seule étape et sans purification supplémentaire.

La fraction F1 (290 mg) (Tableau II. 21 et II. 22) issue de la purification de 2 x 1 g

de l’extrait butanolique contient plusieurs produits que nous souhaitons les séparer

uniquement par la CPC (Figure II. 19).

Figure II. 19: Chromatogramme CLHP de la fraction F1 de l’extrait butanolique*.
(* Analyse CLHP à partir de l’appareil Agilant 1100 Online (voir p. 61))

Temps (min)

S6 S2 S3 S5

Temps (nm)
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F. Purification de la fraction F1 de l’extrait butanolique par CPC

Détermination du système biphasique

La purification de la fraction F1 issue de la purification de l’extrait butanolique par

CPC, a été réalisée avec le système biphasique CHCl3/CH2Cl2/MeOH/H2O (2:2:3:2) [12],

après avoir déterminé les valeurs de K des composés majoritaires (Figure II. 19) (Tableau

II. 23).

Systèmes de solvants biphasiques
valeurs du coefficient K

Chloroforme-méthanol-eau (8:7:4)
Chloroforme-dichlorométhane-méthanol-eau (2:2:3:2)

*Produit est dans la phase supérieure

Tableau II. 23: Calculs des K des produits majoritaires de la fraction F1 dans différents
systèmes de solvants biphasiques.

Procédure de la purification de la fraction F1 par CPC

La séparation en isocratique de la fraction F1, issue de la purification de l’extrait

butanolique par CPC, a été réalisée avec le système de solvants biphasique Chloroforme-

dichlorométhane-méthanol-eau (2:2:3:2) en mode descendant (Figure II. 20).

Les conditions expérimentales de la CPC sont rassemblées dans le Tableau II. 24.

- Système de solvants biphasique

- Phase stationnaire

- Phase mobile

- Chloroforme-dichlorométhane-méthanol-eau (2:2:3:2)

- Phase aqueuse

- Phase organique

- Equilibre rotor

- Mode descendant

- Débit 10 mL/min

- Rotation 900 tr/min

- Rétention de la phase stationnaire 40 %

- Pression pendant l’équilibre 15 bars

- Analyse et fractionnement

- Quantité d’échantillon et volume d’injection :

280 mg de F1 solubilisé dans 10 mL d’un

mélange de 1:1 de chaque phase.

- Durée et déroulement de l’expérience:

Durée 85 min {0-54,9 min, Ø mobile 100 %, 10 mL/min

0,42
S9

*

*

S10 S11

0,48
0,34
0,43
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55-85 min, Ø stationnaire 100 %,

12 mL/min}

Délai d’injection-collecte 7min

Volume de sous-fraction 10 mL

Nombre de sous-fractions 78

Détection UV (254, 280 et 350 nm)

Tableau II. 24 : Conditions expérimentales de la purification de la fraction F1
par CPC de la première injection.

L’analyse des sous-fractions obtenues a été suivie par CCM de gel de silice,

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm), et/ou CLHP.

La progression de regroupement de ces sous-fractions est rassemblée dans le Tableau II.

25.

Temps de collecte

(min)

Sous-fractions Masse (mg) Observation

16-19 F1 126 Mélange

20-22 F2 28 Mélange

23 F3 05 Une tache + impuretés

24-25 F4 10 Composé pur S9

26 F5 3 Une tache + impuretés

27-28 F6 5 Deux taches

29-30 F7 6 Composé pur S10

31-34 F8 13 Deux taches

35-37 F9 5 Composé pur S11

38-50 f10 7 Trace de produits

51-85 f11 125 Mélanges

Tableau II. 25 : résultats de la purification de la fraction F1 par CPC.

La purification de la fraction F1 par CPC a donné trois fractions contenant des

produits purs. Elles correspondent aux composés S9, S10, et S11 (Figure II. 19).
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Figure II. 17: Chromatogramme CPC de la fraction F1.

Figure II. 20: Chromatogramme CPC de la fraction F1.

Figure II. 21: Chromatogramme CLHP des produits majoritaires isolés de la fraction F1
de l’extrait butanolique.

Temps (min)

S10
S9

S11

Temps (min)
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Figure II. 22: Chromatogramme CLHP des composés majoritaires isolés de l’extrait
butanolique de S. giganteus.

Le composé S12 est un précipité blanc de la fraction F12 issue du fractionnement

de l’extrait butanolique sur colonne de polyamide SC6 (Tableau II. 1). Il a été filtré

et rincé avec du méthanol pour avoir 2 mg de produit pur.

II. 1. 5. Conclusion

L’étude phytochimiques de l’extrait butanolique des fleurs de S. giganteus Desf. a

mené à la séparation et la purification de 12 composés purs.

Au début, neuf produits purs ont été isolés à partir de 16 g de l’extrait butanolique

en combinant des techniques de purifications classiques et la chromatographie de partage

centrifuge (CPC), particulièrement adaptée pour ces produits polaires: S1 (8 mg), S2 (53

mg), S3 (57 mg), S4 (11 mg), S5 (59 mg), S6 (produit majoritaire) (169 mg), S7 (5 mg),

S8 (6 mg), S12 (2 mg).

Vu les avantages de la chromatographie de partage centrifuge qui seront illustrés

par la suite, et à titre comparatif, nous avons utilisé uniquement cet outil pour la

purification directe des composants majoritaires de 2 g de l’extrait butanolique. Cette étape

nous a permis d’isoler rapidement, en une seule étape et sans purification supplémentaire,

quatre produits purs qui ont été séparés au début: S6 (139 mg), S2 (101 mg), S3 (86 mg) et

S5 (60 mg). La deuxième purification par CPC a été réalisée sur la fraction F1, issue de la

purification de l’extrait butanolique par CPC. Cette étape nous a permis d’isoler également

Temps (min)
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trois autres produits, en une seule étape: S9 (10 mg), S10 (6 mg) et S11 (5 mg). En totale,

douze produits ont été séparés.

d. Les principaux avantages de la CPC

- Absence de contamination pouvant provenir d’un support solide

- Récupération quantitative de tout l’échantillon

- Utilisation possible des deux phases en tant que phase stationnaire ou

mobile

- Moindre consommation de solvant (5 à 10 fois moins)

- Applicable à tous les types d’extrait ou de mélanges complexes (synthèse,

naturels, fermentation)

II. 2. Etude phytochimique de Chrysanthemum myconis L.

II. 2. 1. place dans la systématique [13]

Embranchement Phanerogamae (Phanérogames)

Sous-embranchement Magnoliophytina (Angiospermes)

Classe Magnoliopsida (Dicotyledones)

Sous-classe Asteridae

Ordre Asterales

Famille Asteraceae (Compositae)

Tribu Anthemideae

Genre Chrysanthemum Linné.

Espèce Chrysanthemum myconis

II. 1. 2. Description botanique

Cette espèce admet les synonymes suivants [14] :

- Coleostephus myconis (L.) Cass.

- Pyrethrum myconis (L.) Moench
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L’espèce C. myconis ressemble au chrysanthême des blés, sa tige est droite,

rameuse, haute de 5-6 dicim. Ses feuilles sont oblongues, dentées en scie, découpées. Les

inferieures en spatule et les supérieures oblongues. La tige se divise au sommet en rameaux

grêles, presque nus, terminés chacun par une fleur d’un jaune d’oré. Les demi-fleurons sont

cours, elliptiques, à trois dents, les grains sont nus au sommet [15].

Figure II. 23: Photo de Chrysanthemum myconis L. [16].

II. 2. 3. Répartition géographique

C'est une espèce méditerranéenne qu'on rencontre à basse altitude dans les cultures

et les terrains vagues, de préférence sur les terrains siliceux, durant les saisons d’avril à

juin.

Figure II. 24: Répartition géographique de Chrysanthemum myconis L. [17].

Répartition géographique de C. myconis dans le monde
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II. 2. 4. Travaux personnels
II. 2. 4. 1. Récolte du matériel végétal

Les parties aériennes de Chrysanthemum myconis sont recueillies dans les

alentours de Constantine (djebel El Ouahche), en Mai 2005. Ensuit, elles sont débarrassées

des impuretés puis séchées à l’ombre à une température ambiante. L’espèce est recueillie

en pleine floraison.

II. 2. 4. 2. Extraction

465 g de feuilles et 650 g de fleurs sèches sont extraites séparément jusqu’à

l’épuisement, par le mélange hydro-alcoolique Méthanol/Eau (7:3). Les extraits

hydrométhanoliques sont concentrés à sec sous pression réduite et repris par la suite par de

l’eau chaude. Une décantation de trois nuits a permis l’élimination globale de la

chlorophylle avec une simple filtration.

Les extraits aqueux sont fractionnés avec l’acétate d’éthyle (3 fois) et le n-butanol

(3 fois). Les différentes fractions sont réunies et évaporées à sec sous pression réduite

(Figure II. 25 et II. 26).

L’analyse chromatographique bidimensionnelle sur couche mince de polyamide

DC6 des extraits acétate d’éthyles et butanoliques dans les systèmes S.I et S.II, nous a

permis de mélanger les extraits butanoliques et non pas les extraits acétates d’éthyles des

fleurs et des feuilles, à cause de la chlorophylle (Figure II. 27 et II. 28).

- La 1èredimension S.I : Toluène-méthanol-méthyle éthyle cétone (4:3:3)

- La 2ème dimension S.II : Eau-méthanol-méthyle éthyle cétone-acétyle acétone (13:3:3:1)
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Schéma II. 25: Schéma générale d’extraction des fleurs de C. myconis.

Schéma d’extraction

des fleurs de C. myconis

650 g de fleurs

Extrait hydrométhanolique

Phase aqueuseExtrait acétate d’éthyle
2,4 g

Extrait butanolique
9 g

Phase aqueuse

AcOEt (x 3)

BuOH (x 3)

MeOH/H2O (7:3) à chaud
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Schéma II. 26: Schéma générale d’extraction des feuilles de C. myconis.

Schéma d’extraction

des feuilles de C. myconis

465 g de feuilles

MeOH/H2O (7:3) à chaud

Extrait hydrométhanolique

Phase aqueuseExtrait acétate d’éthyle
3,2 g

Extrait butanolique
11 g

Phase aqueuse

AcOEt (x 3)

BuOH (x 3)
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II. 2. 4. 3. Purification des composants de l’extrait n-butanol de C. myconis

Une masse de 17 g de l’extrait butanolique est déposée sur une colonne de

polyamide SC6 (0,05-0,16 mm) (réf. : 815620.1) préparé dans le toluène. L’élution est

réalisée par gradient de polarité croissante du système Toluène - MeOH.

Le suivi des fractions obtenues, est effectué par chromatographie sur couche mince

de gel de silice (SiO2 60 F254, Merck, Darmstadt, Allemagne) sur support Aluminium,

dans le système (AcOEt-MeOH-Eau 9,8:0,2:0,05) visualisées sous lumière UV (254 et 365

nm). Le rassemblement des pots effectué sur la base des données analytique des plaques a

permis l’obtention de 18 fractions. La progression de cette colonne est rassemblée dans le

Tableau II. 26.

Figure II. 27: CCM bidimensionnelles de polyamide DC6 des extraits acétate
d’éthyle des fleurs et des feuilles de C. myconis, visualisée sous UV 365 nm.

Figure II. 28: CCM bidimensionnelles de polyamide DC6 de l’extrait butanolique
des fleurs et des feuilles de C. myconis, visualisée sous UV 365 nm.
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Fractions Graduant de solvant Masse

(mg)

Observation

F1

F2

F3

F4

F5

F6

F7

F8

F9

F10

F11

F12

F13

F14

F15

F16

F17

F18

Toluène 100 %

Toluène-MeOH 1 %

Toluène-MeOH 5 %

Toluène-MeOH 10 %

Toluène-MeOH 15 %

Toluène-MeOH 20 %

Toluène-MeOH 25 %

Toluène-MeOH 25 %

Toluène-MeOH 25 %

Toluène-MeOH 30 %

Toluène-MeOH 40 %

Toluène-MeOH 40 %

Toluène-MeOH 40 %

Toluène-MeOH 50 %

Toluène-MeOH 60 %

Toluène-MeOH 80 %

Toluène/MeOH 100 %

AcOH 15 %

13

55

200

104

412

323

527

478

1061

1742

987

2103

2047

602

215

553

761

212

Mélange (trainé)

Mélange (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe (trainé)

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe + précipité jaune C1

Mélange complexe+ précipité jaune C1

Mélange complexe (trainé)

Tableau II. 26: Résultats de la purification par chromatographie sur colonne de polyamide
SC6 de l’extrait n-butanol de C. myconis.

Au cours de la purification de l’extrait butanolique sur colonne de polyamide SC6

(Tableau II. 26), nous avons constaté la formation d’un précipité jaune dans la plus part

des fractions recueillies. Le précipité est immédiatement récupéré, filtré et rincé avec du

méthanol pour obtenir un produit pur sous forme d’une poudre jaune (le composé C1).

Les fractions issues de cette purification (Tableau II. 29) trainent sur gel de silice

et sur polyamide DC6 , ce qui a rendu leur séparation difficile. Pour cela, nous n’avons pu

séparer dans cette partie qu’un seul produit et nous avons passé directement à la

purification des composants des extraits acétate d’éthyle.
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II. 2. 4. 4. Purification des composants de l’extrait acétate d’éthyle des feuilles de C.

myconis

Environ 3 g de l’extrait acétate d’éthyle des feuilles (chargé en chlorophylle) sont

déposés sur une colonne de gel de silice 60 (40-63 m, Merck) préparé dans le

Dichlorométhane. L’élution est réalisée par gradient de polarité croissante du système

dichlorométhane-acétate d’éthyle.

Le suivi des fractions obtenues, est effectué par chromatographie sur couche mince

de gel de silice (SiO2 60 F254, Merck, Darmstadt, Allemagne) sur support Aluminium

dans les systèmes de solvants : CH2Cl2-AcOEt (6:4) et AcOEt-MeOH-Eau (80:3:3),

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm). La progression de cette colonne est

rassemblée dans le Tableau II. 27.

Fractions Gradient de solvant Observation

F1

F2

F3

F4

F5

F6

F7

F8

F9

F10

F11

F12

F13

F14

CH2Cl2 100 %

CH2Cl2 100 %

CH2Cl2-AcOEt 1 %

CH2Cl2-AcOEt 1 %

CH2Cl2-AcOEt 7 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 15 %

CH2Cl2-AcOEt 20 %

CH2Cl2-AcOEt 30 %

CH2Cl2-AcOEt 40 %

CH2Cl2-AcOEt 60 %

CH2Cl2-AcOEt 80 %

CH2Cl2-AcOEt 100 %

AcOEt-MeOH 30 %

Trainé + Chlorophylle

Trainé + Chlorophylle + précipité blanc C2

Trainé + Chlorophylle

Trainé + Chlorophylle

Trainé + Chlorophylle

Trainé + Chlorophylle

Mélange complexe + Chlorophylle

Mélange + Chlorophylle + précipité jaune C1

Mélange + Chlorophylle +précipité jaune C1

Mélange + Chlorophylle +précipité jaune C1

Mélange + Chlorophylle +précipité jaune C1

Mélange + Chlorophylle +précipité jaune C1

Mélange + Chlorophylle +précipité jaune C1

Mélange complexe + Chlorophylle

Tableau II. 27: Résultats de la purification par chromatographie sur colonne de gel de
silice de l’extrait AcOEt des feuilles de C. myconis.

Le précipité dans la fraction F2 (Tableau II. 27) est filtré et rincé avec du méthanol

pour obtenir 2 mg de produit pur sous forme d’une poudre blanche (le composé C2).
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Dans la majorité des fractions obtenues, la présence de la chlorophylle était

prédominante par rapport aux produits existants, c’est la raison pour laquelle la séparation

était très délicate et on n’a pas pu aboutir à un nombre important de produits purs.

Donc, dans cette partie nous avons pu séparer deux composé: C2 et C1, ce dernier

déjà séparé de l’extrait butanolique.

II. 2. 4. 5. Purification des composants de l’extrait acétate d’éthyle des fleurs

de C. myconis

Une masse de 2,4 g de l’extrait acétate d’éthyle des fleurs est déposée sur une

colonne de gel de silice 60 (40-63 m, Merck) préparé dans le dichlorométhane. L’élution

est réalisée par gradient de polarité croissante du système de solvants Dichlorométhane-

acétate d’éthyle.

Le rassemblement des pots est effectué sur la base des données de la

chromatographie sur couche mince de gel de silice (SiO2 60 F254, Merck, Darmstadt,

Allemagne) sur support Aluminium dans les systèmes de solvants : CH2Cl2-AcOEt (6:4) et

AcOEt-MeOH-Eau (80:3:3). Les plaques sont visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm.

Le Tableau II. 28 englobe les résultats obtenus.

Fractions Gradient de solvant Masse (mg)

F1

F2

F3

F4

F5

F6

F7

F8

F9

F10

F11

F12

F13

F14

CH2Cl2 100 %

CH2Cl2-AcOEt 5 %

CH2Cl2-AcOEt 10 %

CH2Cl2-AcOEt 15 %

CH2Cl2-AcOEt 20 %

CH2Cl2-AcOEt 30 %

CH2Cl2-AcOEt 40 %

CH2Cl2-AcOEt 50 %

CH2Cl2-AcOEt 60 %

CH2Cl2-AcOEt 80 %

CH2Cl2-AcOEt 80 %

AcOEt 100 %

AcOEt 100 %

AcOEt-MeOH 30 %

5

13

8

20

17

9

15

44

260

35

124

109

885

180

Tableau II. 28: Résultats de la purification par chromatographie sur colonne de gel de
silice de l’extrait AcOEt des fleurs de C. myconis.
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Parmi les 14 fractions obtenues (Tableau II. 28), on a procédé à la séparation des

fractions F9 et F13 à cause soit de leur simplicité soit de leur poids relativement important.

A. Purification de la fraction F9

La fraction F9 a été purifiée en utilisant une SPE (Extraction en phase solide) en

phase inverse. 260 mg ont été déposés sur une cartouche de RP-18 préparé dans l’eau. Le

système d’élution utilisé en graduent de polarité est l’Eau-MeOH.

Le suivi des fractions obtenues est effectué par chromatographie sur couche mince

de gel de silice dans les systèmes de solvants : AcOEt-MeOH-HCOOH (9,8:0,2:0,05),

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm). La progression de cette séparation est

rassemblée dans le Tableau II. 29.

Fractions Gradient de solvant Masse (mg)

f1

f2

f3

f4

f5

f6

f7

f8

Eau-MeOH 10 %

Eau-MeOH 20 %

Eau-MeOH 25 %

Eau-MeOH 25 %

Eau-MeOH 30 %

Eau-MeOH 40 %

Eau-MeOH 60 %

MeOH 100 %

22

13

5

14

38

22

89

78

Tableau II. 29: Résultats de la purification par SPE en phase inverse de la fraction F5.

Une deuxième purification a été réalisée sur plaque préparatives de polyamide DC6

de la sous-fraction f5 en deux étapes:

A. La première étape : migration dans le système organique S.I., puis séparation et

concentration.

B. La deuxième étape : migration dans le système aqueux Eau-MeOH-Méthyle éthyle

cétone-acétyle acétone (30:15:10:4), séparation et filtration sur colonne de

Séphadex LH20 pour obtenir 4 mg du composé C3.



95

B. Purification de la fraction F13

La purification de la fraction F13 a d’abord été réalisée par une VLC

(Chromatographie liquide sous vide). Une masse de 885 mg est déposée sur verre frité de

gel de silice 60 (40-63 m, Merck) préparé dans l’acétate d’éthyle. L’élution sous vide est

réalisée par gradient de polarité croissante du système Acétate d’éthyle-méthanol-acide

formique.

Le suivi des fractions obtenues est effectué par chromatographie sur couche mince

de gel de silice dans les systèmes de solvants : AcOEt-MeOH-HCOOH (9,8:0,2:0,05),

visualisées sous lumière UV (254 et 365 nm). La progression de cette séparation est

rassemblée dans le Tableau II. 30.

Fractions Gradient de solvant Masse (mg)

f1

f2

f3

f4

f5

f6

f7

AcOEt 100 %

AcOEt-MeOH 2 %

AcOEt-MeOH-HCOOH: 98:2:0,5 %

AcOEt-MeOH-HCOOH: 90:10:0,5 %

AcOEt-MeOH-HCOOH: 80:20:0,5 %

AcOEt-MeOH-HCOOH: 70:30:0,5 %

AcOEt-MeOH-HCOOH: 50:50:0,5 %

32

5

11

61

145

175

270

Tableau II. 30: Résultats de la purification par VLC en gel de silice de la fraction F13.

Le Composé C4 a été obtenu de la sous-fraction f6 (Tableau II. 30) après une SPE en

phase inverse, suivie d’une séparation sur plaques préparatives de gel de silice avec le

système éluant AcOEt-MeOH-HCOOH (9,8:0,2:0,05) pour avoir une masse de 6 mg de

produit pur.

En conclusion, l’étude chimique des extraits polaires de l’espèce C. myconis L. a

permis l’obtention de 4 produits purs, deux flavonoïdes glycosylés, une coumarine et un

acide phénolique.
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III. 1. Détermination structurale des composés isolés de Senecio giganteus Desf.

Appareillage

Les spectres de résonance magnétique nucléaire (RMN) ont été réalisés sur des

spectromètres Jeol GSX WB (270 MHz, 1H RMN et 67.5 MHZ, 13 C RMN) et Bruker

Avance DRX (500 MHZ, 1H RMN et 125 MHZ, 13 C RMN) dans le méthanol deutérié

avec le pic de MeOH résiduel comme référence, dans l’acétone deutérié avec le pic

d’acétone résiduel comme référence et dans le diméthyle sulfoxyde deutérié avec le pic de

DMSO résiduel comme référence. Les valeurs des déplacements chimiques ( ) sont

exprimées en partie par million (ppm) et les constantes de couplages (J) en Hertz (Hz). Les

abréviations utilisées pour désigner la multiplicité des signaux sont s, d, dd, t, m, m et

désignent respectivement un singulet, un doublet, un doublet de doublet, un multiplet et un

massif. Toutes les attributions ont été confirmées par des expériences COSY, HMQC et

HMBC.

Les spectres des masses ont été enregistrés sur un spectromètre de masse à

analyseur à piège d'ions Esquire 3000 Plus (Bruker) (MS-ESI). Les valeurs des pics

ioniques sont indiquées par m/z en g/mol. suivie de l’importance relative des ions en

pourcentage.

L’analyse CLHP des produits ainsi que l’évaluation de leur pureté sont réalisées sur

un module de séparation Agilant 1100 Online muni d’une pompe G1311A, d’un détecteur

UV à barrette de diiode G1315A, reliés à Agilant Chem Station (Agilant Technologies).

Un échantillon de 10 L est injecté manuellement à partir d’une boucle G1313 A, sur une

colonne Lichrospher® 100, RP-18 (5 m) en utilisant un gradient Eau/Méthanol comme

éluant. Le gradient de la phase mobile est le H2O-HCOOH 0.1 %/MeOH 75 : 35 v/v à 20 :

80 v/v pendant 35 min. Le débit est fixé à 1 mL/min.

Les pouvoirs rotatoires ont été mesurés à la longueur d’onde de la raie D du sodium

sur polarimètre Schmidt Haensch Polartronic.
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III. 1. 1. Détermination structurale du composé S1

Ce composé se présente sous forme d’une huile marron et de fluorescence violette sous

lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique :

Figure III. 1: Chromatogramme CLHP et Spectre UV-Visible du composé S1.

L’analyse CLHP (Figure III. 1) a montré que la pureté du composé S1 est de 96 %

à 254 nm et de 85 % à 210 nm.

Spectroscopie UV

Le spectre d’absorption UV (Figure III. 1) du composé S1 montre un maxima à

235 nm.

Rf 0,58 (CH2Cl2-AcOEt 7:3)
tR 3,16 min
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Sur le spectre de masse réalisé en ESI/MS en mode positif (Figure III. 2) du

composé S1, nous observons un ion quasi-moléculaire à m/z 205 [M+Na] + et un ion

pseudo-moléculaire à m/z 183 [M+H] + suggérant une masse moléculaire de 182 uma.

Figure III. 2 : Spectre de masse ESI/MS du composé S1.

Le spectre RMN 13C (Figure III. 3) indique la présence de sept signaux dont deux

correspondent aux deux groupements carbonyles résonnant à C 171,3 ppm et C 184,8

ppm

Figure III. 3: Spectre 13C-RMN (67.5 MHz, CDCl3) du composé S1.
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Le spectre RMN 1H (Figure III. 4) présente :

- Deux doublets chacun d’intensité de 2H à H 6,18 ppm et à H 6,94 ppm caractéristiques

respectivement des protons vinyliques H-2, H-6 et H -3, H-5.

- Un singulet d’intensité de 3H à H 3,69 ppm, correspondant à un groupement méthoxyle

aromatique.

- Un groupement méthylène sous forme d’un singulet à H 2,69 ppm, attribuable au proton

H-7.

- Un groupement méthoxyle sous forme d’un singulet à H 3,69 ppm.

La mesure du spectre de corrélations héteronucléaires HMQC (Figure III. 5)

démontre les corrélations géminales 1H-13C-RMN. Ainsi, le spectre montre les corrélations

des protons H-2, H-6 et H -3, H-5 résonnant respectivement à H 6,18 ppm et à H 6,94 ppm

avec les carbones résonnant respectivement à C 128,4 ppm et C 148,7 ppm, ce qui permet

d’attribuer ces derniers respectivement aux carbones C-2, C-6 et C -3, C-5.

Le spectre montre également que les protons du groupement méthylène (H-7)

résonant à H 2,69 ppm corrèlent avec le carbone situé à 43,3 ppm, le carbone C-7. Cette

séquence nous a permis de localiser le carbone du groupement méthoxyle à C 52,3 en

montrant clairement sa corrélation avec les protons à H 3,69 ppm qui correspondent aux

protons du même groupement.

La molécule, de masse 182 uma et qui présente 10 atomes de protons et 9 atomes

de carbones peut donc avoir une formule brute de C9H10O4 avec un degré d’insaturation de

5.

Figure III. 4: Spectre 1H-RMN (270 MHz, CDCl3) du composé S1.
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L’expérience de corrélations hétéronucléaires observée à longue distance RMN

HMBC (Figure III. 6) affirme l’attribution des déplacements chimiques RMN 13C et 1H,

ainsi, elle montre les corrélations entre :

- Les deux protons vinyliques H-3 et H-5 à H 6,94 ppm et le carbone du carbonyle situé à

C 184,8 ppm, montrant que ce dernier est un des substituants du noyau cyclohéxadiènique

ce qui permet d’attribuer ce déplacement chimique au carbone C-1.

- Les deux protons vinyliques H-2 et H -6 à H 6,18 ppm et le carbone quaternaire situé à C

67,4 ppm, ce qui affirme la présence d’un cycle cyclohéxadiènique, ainsi on peut attribuer

ce déplacement chimique au carbone C-4.

- Les protons du méthoxyle résonnant à et H 3,69 ppm et le carbone du carbonyle situé à

C 171,3 ppm, mettant en évidence la présence d’un méthyle ester.

- Les protons du méthylène H-7 résonnant à H 2,69 ppm et les deux carbones C-8 et C -4

résonant respectivement à C 171,3 ppm et C 67,4 ppm, ce qui a pu déterminer la position

de carbone du groupement méthyle ester à C 171,3 ppm.
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Figure III. 5 : Spectre de corrélations héteronucléaires HMQC du composé S1.

Figure III. 6: Spectre de corrélations héteronucléaires HMBC du composé S1.
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Position RMN 13C

c ppm

RMN 1H ( H ppm)

[intégration, m., J en Hz]

Corrélations

HMBC

1 184,8

2 128,4 6,18 (2H, d, J = 10,3) C-2, C-4

3 148,7 6,94 (2H, d, J = 10,3) C-3, C-7, C-1

4 67,4

5 148,7 6,94 (2H, d, J = 10,3) C-5, C-7, C-1

6 128,4 6,18 (2H, d, J = 10,3) C-6, C-4

7 43,3 2,69 (2H, s) C-4, C-3, C-5, C-8

8 171,3

O-CH3 52,3 3,69 (3H, s) C-8

Tableau III. 1 : Données spectrales RMN du composé S1.

Sur la base de ces résultats, la structure du composé S1 a pu être établie comme: la

Jacaranone déjà isolée dans d’autres espèces [1, 2].

III. 1. 2. Détermination structurale du Composé S2

Ce composé se présente sous forme d’une huile marron et de fluorescence violette

sous lampe UV à 350 nm.

Comportement chromatographique Rf 0,27 (CH2Cl2-AcOEt 7:3)
tR 1,59 min
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Figure III. 7: Chromatogramme CLHP et Spectre UV-Visible du composé S2.

L’analyse CLHP du composé S2 (Figure III. 7) a montré que sa pureté est de 85 %

à 230 nm et de 70 % à 254 nm.

Spectroscopie UV

Le spectre d’absorption UV (Figure III. 7) du composé S2 montre un maxima à

216 nm.

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse ESI/MS en mode négatif du composé S2 donne un ion quasi-

moléculaire à m/z 167 [M-H]- suggérant une masse moléculaire de 168 uma. Le spectre

MS/MS de cet ion présente un ion majoritaire à m/z 123 [perte de 44 uma] (Figure III. 8).

Figure III. 8 : Spectre de masse ESI/MS en mode négatif du composé S2.
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L’analyse du spectre RMN 13C (Figure III. 9) du composé S2 montre la présence

de huit signaux révélant la présence de huit atomes de carbones.

L’analyse du spectre DEPT 135 (Figure III. 10) donne plus d’indications, parmi

ces atomes de carbones on en dénombre deux méthylènes ( C 33,3 ppm, 36,4 ppm), trois

groupement CH ( C 77,8 ppm, 123,4ppm, 142,2 ppm) et par déduction, trois carbones

quaternaires ( C 66,6 ppm, 171,0 ppm, 192,9 ppm).

Figure III. 9 : Spectre 13C-RMN (67,5 MHz, D2O) du composé S2.

Figure III. 10 : Spectre DEPT 135 (67,5 MHz, D2O) du composé S2.
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Le spectre RMN 1H (Figure III. 11) présente :

- Deux doublets intégrant chacun pour 1H à H 6,09 ppm (J = 10,3 Hz) et H 6,83 ppm (J =

10,3 Hz) caractéristiques de deux hydrogènes oléfiniques.

- Un triplet intégrant pour 1H localisé à H 4,92 ppm (J = 6,7 Hz), cette valeur exige la

présence d’un groupement CH attaché à un atome d’oxygène.

- Deux doublets de doublets intégrant chacun pour 2H à H 2,77 ppm (J = 17,3; 6,7 Hz) et

H 3,02 ppm (J = 17,3; 5,4 Hz).

Ainsi, les informations précédentes nous permettent d’envisager une formule brute

de C8H8O4 avec un degré d’insaturation de 5.

Figure III. 11 : Spectre 1H-RMN (270 MHz, D2O) du composé S2.

Le spectre RMN 2D HMBC (Figure III. 12) montre que le proton oléfinique

localisé à H 6,83 ppm et le proton situé à H 4,92 ppm corrèlent avec le carbone du

carbonyle situé à C 192,9 ppm suggérant la présence d’un noyau cyclohéxènique, dont ce

carbonyle est un de ses substituent. Ceci est confirmé par la corrélation du carbone

quaternaire à C 66,6 ppm avec le deuxième proton oléfinique situé à H 6,09 ppm et avec

les protons du méthylène à H 2,77 ppm.
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Ainsi on peut attribuer le carbone à C 192,9 ppm au carbone C-1, les deux

carbones éthyléniques à C 123,4 ppm et C 142,2 ppm respectivement aux carbones C-2 et

C-3, le carbone quaternaire à C 66,6 ppm au carbone C-4, le groupement CH-O à C 77,8

ppm au C-5 et le méthylène à C 33,3 ppm au carbone C-6. Il nous reste à positionner le

deuxième groupement carbonyle à C 171,0 ppm et le carbone du méthylène à C 36,4

ppm.

L’expérience HMBC nous montre également que le proton H-5 ( H 4,92 ppm)

corrèle avec le carbone du carbonyle à C 171,0 ppm, ce dernier corrèle à son tour avec les

protons méthyléniques situés à H 3,02 ppm qui eux même corrèlent avec les carbones C-4

et C-5, ce qui suggère la présence d’un système bicyclique dont le deuxième est une -

lactone.

Figure III. 11: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S2.
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L’expérience de corrélations hétéronucléaires HMQC (Figure III. 12) confirme

l’attribution des données spectrales 1H-13C-RMN.

Figure III. 12 : Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S2.

Position c

(ppm)

H (ppm)

(intégration, m., J en Hz)

Corrélations

COSY

Corrélations

HMBC

1 192,9

2 123,4 6,09 (1H, d, J = 10,3) H-3 C-4, C-6

3 142,2 6,83 (1H, d, J = 10,3) H-2 C-5, C-1, C-7

4 66,6

5 77,8 4,92 (1H, t, J = 6,7) H-6 C-4, C-3, C-8, C-1

6 33,3 2,77 (2H, dd, J = 17,3; 6,7) C-4, C-5, C-1

7 36,4 3,02 (2H, dd, J = 17,3 ; 5,4) C-4, C-5, C-3, C-8

8 171,0

Tableau III. 2: Données spectrales RMN du composé S2.

La mesure du pouvoir rotatoire ([ ]D = -18, MeOH, c = 0.27) et les données

précédentes du composé S2 sont en accord avec les données connues dans la littérature [3,

4]. Donc, il s’agit bien du 3a-hydroxy-3,3a,7,7a- tetrehydrobenzofuran-2,6-dione.

(C-6:H-6)

(C-7:H-7)
(C-5:H-5)

(C-2:H-2)
(C-3:H-3)
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III. 1. 3. Détermination structurale du Composé S3

Ce produit ce présente sous forme d’une huile de couleur marron et de fluorescence

jaune verre sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 13: Chromatogramme CLHP et spectre UV-Visible du composé S3.

L’analyse CLHP du composé S3 (Figure III. 13) a montré que sa pureté est de 77,7

% à 254 nm et de 78 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Le spectre d’absorption UV (Figure III. 13) montre trois maxima à 217 nm, 242

nm et 327 nm.
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

La mesure du spectre de masse réalisée en ESI/MS en mode positif (Figure III. 14)

présente un pic quasi-moléculaire à m/z 355 [M+H] + ce qui suggère une masse moléculaire

de 354 uma.

Figure III. 14: Spectre de masse ESI/MS mode positif du composé S3.

Le spectre RMN 13C (Figure III. 15) met en évidence la présence de 16 atomes de

carbones, dont deux carbones de groupements carbonyles à C 168,6 ppm et C 177 ppm.

Figure III. 15: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S3.
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Le spectre RMN 1H (Figure III. 16) présente des signaux caractéristiques des

protons de l’acide cafféique [5] :

- Deux doublets intégrant chacun pour 1H à H 6,66 ppm (J = 15,6 Hz) et H 7,94 ppm (J =

15,6 Hz) attribués respectivement aux protons éthyléniques H-8' et H-7'.

- Des signaux à H 7,26 ppm (1H, d, J= 8,4 Hz), H 7,44 ppm (1H, dd, J = 8,4, 1,9 Hz) et

H 7,56 ppm (1H, d, J = 1,9 Hz) attribués aux protons du cycle aromatiques du groupement

caffeoyle respectivement H-5', H-6' et H-2' [6].

Figure III. 16: Spectre 1H-RMN (270 MHz, (CD3)2CO) du composé S3.

Ce spectre (Figure III. 16) montre également des signaux caractéristiques des

protons de l’acide quinique [5] :

- Un doublet de doublet intégrant pour 1H à H 4,19 ppm (J = 8,9 ; 3,2 Hz).

- Un multiplet intégrant pour 1H à H 4,64 ppm.

- Un doublet de triplet intégrant pour 1H à H 5,79 ppm (J = 10,3; 8,9; 4,6 Hz).

- Un massif d’intensité 4H entre H 2,37-2,73 ppm.
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Jusqu’à maintenant, l’analyse des spectres RMN 1H, 13C et la masse du composé S3

indique à la présence de l’acide cafféique et l’acide quinique. Il nous reste à positionner le

groupement cafféoyle sur l’acide quinique.

Par ailleurs, toutes ces données spectrales nous permettent d’attribuer au composé

S3 la formule brute C16H18O9 avec un degré d’insaturation de 8.

La connexion entre les deux unités est expliquée par les déplacements chimiques et

les constantes de couplages des protons H-3, H-4 et H -5 de l’unité acide quinique [5-8]

mesurés dans le MeOH-d4 :

- Selon Ida et al. [7] et Li et al. [8], la substitution du groupement caffeoyle sur l’acide

quinique est en C-4 lorsque les déplacements chimiques des protons H-3, H-4 et H-5 sont

respectivement 4,3, 4,8 et 4 ,2 ppm et en C -3 ou C-5 lorsque les valeurs de H sont 5,3, 3,7

et 4,1 ppm.

En outre, les valeurs de H des protons H-3, H-4 et H -5 de l’acide quinique dans le

spectre RMN 1H réalisé dans le MeOH-d4 (Figure III. 17) du composé S3 sont

respectivement 5,27, 3,68 et 4,12 ppm, ce qui oriente vers une substitution soit sur C-3 ou

C-5. On voit bien que ces valeurs de H sont identiques à celles prises dans le (CD3)CO

(Figure III. 16) (Tableau III. 3).

- Selon Pauli et al. [5], la substitution est en C-3 lorsque les constantes de couplages à H

5,3 ppm sont de 5,3, 3,3 et 3,3 Hz ( J2eq/3, J2ax/3 et J ¾) et en C-5 lorsq ue les vale urs deJ

sont de 8,3, 9,3 et 4 ,3 Hz (J4/5, J5/6ax et J 5/6eq).

Pour cela, le spectre RMN 1H (Figure III. 16) a montré qu’à H 5,79 ppm les

valeurs de J sont 8,9, 10,3 et 4,6 Hz (J4/5, J5/6ax et J 5/6eq) (Tableau III. 3) ce qui suggère

la substitution du groupement cafféoyle sur l’acide quinique en C-5.

En outre, le spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC (Figure III. 18),

présente l’attribution complète des déplacements RMN 13C et 1H.
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Figure III. 17: Spectre 1H-RMN (270 MHz, MeOH-d4) du composé S3.

/ <

Figure III. 18: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S3.
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Position cppm H ppm (integration, m., J en Hz)

1 73,8

2 38,3 2,37-2,73 (2H, m)

3 71,5 4,64 (1H, m)

4 73,6 4,19 (1H, dd, J = 8,9; 3,2)

5 72,0 5.79 (1H, dt, J = 10,3; 8,9; 4,6)

6 39,0 2,37-2,73(2H, m)

7 177,0

1' 127,7

2' 115,1 7,56 ( 1H, d, J = 1,9)

3' 146,7

4' 149,5

5' 116,4 7,26 ( 1H, d, J = 8,4)

6' 122,9 7,44 ( 1H, dd, J = 8,1; 1,9)

7' 146,9 7,94 ( 1H, d, J = 15,6)

8' 115,2 6,66 ( 1H, d, J = 15,6)

9' 168,6

Tableau III. 3: Données spectrales du composé S3.
L’analyse de l’ensemble de ces donnés spectrales nous a permis de déduire la

structure du composé S3. Il s’agit de : l’Acide 5-O-caffeoyl quinique [9]. Noton que le

pouvoir rotatoire du composé S3 est : [ ]D = - 5,26°, MeOH, c = 0,38.
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III. 1. 4. Détermination structurale du Composé S4

Ce compose se présente sous forme d’une poudre jaune et de fluorescence violette noire

sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 19: Chromatogramme CLHP et Spectre UV-Visible du composé S4.

L’analyse CLHP du composé S4 (Figure III. 19) a montré que sa pureté est de 93,9

% à 254 nm et de 96,51 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Son spectre d’absorption UV (Figure III. 20) présente deux maxima d’absorption à

256 nm et 356 nm correspondant à l’absorption des cycles A (bande II) et B (bande I) d’un

flavonol-3OR [10]. Ceci est expliqué par sa fluorescence violette noire sous lampe UV

[10].
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenue ESI/MS en mode positif (Figure III. 21) du composé

S4 montre un ion pseudo-moléculaire à m/z 487 [M+Na] +, relatif à un poids moléculaire

de 464 uma.

Figure III. 21: Spectre de masse ESI/MS en mode positif du composé S4.

L’analyse du spectre RMN 1H (Figure III. 22), indique que le composé S4 est une

flavonol glycosylée, cela est expliqué par la présence de:

- Un doublet d’intensité 1H à H 5,17 ppm (J = 8Hz) typique d’un proton anomérique H-1''

en configuration d’un sucre [11].

- Des signaux entre H 3,48 et 3,86 ppm intégrant pour 6H relatif aux protons osidiques

d’un hexose [11].

- Deux doublets chacun d’intensité 1H à H 6,21 ppm (J = 2 Hz) et à H 6,41 ppm (J = 2

Hz), caractéristiques respectivement des protons H-6 et H -8 du cycle A des flavonols.
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Figure III. 22: Spectre 1H-RMN (500 MHz, MeOH-d4) du composé S4.

Au niveau du cycle B, le spectre RMN 1H présente trois signaux à H 7,85 ppm

(1H, d, J = 2,5 Hz), H 7,59 ppm (1H, dd, J = 8,5; 2,5 Hz) et H 6,87 ppm (1H, d, J = 8,5

Hz) attribuables respectivement aux protons H-2', H-6' et H-5', ce qui montre que le noyau

B est ortho-disubstitué.

Le spectre RMN 13C (67,5 MHz dans MeOH-d4) (Figure III. 23) donne 21 atomes

de carbones dont sept signaux résonants à 105,3 ppm, 73,2 ppm, 75,1 ppm, 70,0 ppm, 77,2

ppm et 61,9 ppm. Selon la littérature, ces déplacement chimiques sont caractéristiques des

carbones osidiques C-1" C-2", C-3", C-4", C-5" et C-6" d’un galactose [12].

Par ailleurs, le composé S4 a la formule brute C21H20O12 avec un degré d’insaturations de

12.
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Figure III. 23 : Spectre 13C-RMN (67.5 MHz, MeOH-d4) du composé S4.

L’interprétation des taches de corrélations observées sur le spectre COSY 1H, 1H

(Figure III. 24) entre l’anomère H-1'' en configuration à H 5,17 ppm (d, J = 8 Hz) et le

proton situé à H 3,82 ppm (dd, J = 10, 8 ppm), permet de repérer le proton H-2 '', ce qui

confirme la présence du galactose [12], et par la suite repérer le reste des protons

osidiques.

Figure III. 24 : Spectre de corrélations homonucléaires COSY 1H, 1H du composé S4.
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La mesure du spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC (Figure III. 25),

montre les connections géminales 1H-13C-RMN du composé S4.

Le spectre indique que l’anomère H-1'' à C 5,17 ppm corrèle au carbone situé à C

105,3 ppm permettant de localiser la position du carbone anomérique C-1'' sur le spectre

RMN 13C (Figure III. 23).

Cette expérience montre également les corrélations (H-6 : C-6), (H-8 : C-8), (H-6' :

C-6'), (H-5' : C-5') et (H-2' : C-2') pour l’aglycone.

Figure III. 25: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S4.
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Position RMN 13C

[ C (ppm)]

RMN 1H [ H (ppm)]

[intégration, m., J (Hz)]

Corrélations

COSY

2 158,5

3 135,6

4 179,0

5 162,9

6 100,1 6,21 (1H, d, J = 2) H-8

7 166,0

8 94,8 6,41 (1H, d, J = 2) H-6

9 162,9

10 105,3

1' 123,0

2' 117,7 7,85 (1H, d, J = 2,5)

3' 145,0

4' 149,8

5' 116,0 6,86 (1H, d, J = 8,5) H-6'

6' 122,8 7,59 (1H, dd, J = 8,5; 2) H-5'

1'' 105,3 5,17 (1H, d, J = 8) H-2''

2'' 73,2 3,82 (1H, dd, J = 10, 8) H-1'', H-3''

3'' 75,1 3,57(1H, m) H-2''

4'' 70,0 3,85 (1H, m)

5'' 77,2 3,48-3,49 (1H, m)

6a'' 61,9 3,55-3,57 (1H, m)

6b'' 61,9 3,64 (1H, dd, J = 11,5, 6,5)

Tableau III. 4: Données spectrales RMN du composé S4.

Par comparaison avec les données de la littérature [12], le composé S4 est identifié

comme étant la Quercétine-3-O- -galactopyranoside ou l’hyperoside.
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III. 1. 5. Détermination structurale du Composé S5

Ce composé se présente sous forme d’une poudre jaune. Sa fluorescence est violette

noire sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 26: Chromatogramme CLHP et Spectre UV-Visible du composé S5.

L’analyse CLHP du composé S5 a montré que sa pureté est de 94,14 % à 254 nm et

de 92,6 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Les données spectrales UV (Figure III. 26) sont identiques à celles du composé S4

(Figure III). 21).
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse ESI/MS en mode positif (Figure III. 27) donne un ion pseudo-

moléculaire à m/z 633 [M+Na] + suggérant une masse moléculaire de 610 uma. Le spectre

MS/MS de cet ion donne des ions à m/z 487 (perte de 146 uma) et à m/z 331 (perte de 302

uma).

Figure III. 27: Spectre de masse ESI/MS en mode positif du composé S5.

L’analyse du spectre RMN 1H (Figure III. 28) (Tableau III. 5), indique que le

composé S5 est une flavonol diglycosylée. Ceci est expliqué par sa fluorescence violette-

noire sous lampe UV [10]. Ainsi le spectre montre les signaux comme:

- Un doublet d’intensité 1H à H 5,07 ppm (J = 7,5 Hz) et un singulet d’intensité 1H à H

4,53 ppm indiquant à la présence de deux sucres.

- Un méthyle sous forme d’un doublet à H 1,19 ppm (J = 6,0 Hz) caractéristique du

méthyle d’un rhamnose ce qui montre que ce dernier est un des deux sucre.

- Des signaux entre H 3,27 et 3,96 ppm caractéristiques des protons osidiques des deux

Sucres.

Comme le composé S4, le spectre RMN 1H du composé S5 montre des signaux à

6,21 ppm et 6,40 ppm caractéristiques respectivement des protons H-6 et H-8 du cycle A

du flavonol. On outre, le cycle B est présenté par des signaux à H 6,87 ppm, 7,60 ppm et

7,88 ppm, caractéristiques respectivement des protons H-5' (d, J = 8,5 Hz), H-6' (d, J = 8,5

Hz) et H-2' (s), révélant une orto- disubstitution.
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Figure III. 28: Spectre 1H-RMN (500 MHz, MeOH-d4) du composé S5.

Le spectre RMN 13C (Figure III. 29), montre bien la présence d’un dioside dont la

majorité de ses carbones résonne entre C 67,3 et C 75,7 ppm. Les pics des carbones

anomériques C-1'' et C-1''' sortent respectivement à C 105,5 ppm et C 101,8 ppm [13].

La mesure de corrélations hétéronucléaires HMQC (Figure III. 30), montre les

connections géminales 1H-13C-RMN du composé S5.

Le spectre indique que les anomères H-1'' et H-1"' à H 5,07 ppm et 4,53 ppm

corrèlent respectivement aux carbones situé à C 105,5 ppm et 101,8 ppm permettant de

localiser la position des carbone anomérique C-1'' et C-1"' sur le spectre RMN 13C (Figure

III. 29).

Selon la littérature, les déplacements chimiques des carbones osidiques (Figure III.

29 et II. 31) à C 105,5 ppm, 73,0 ppm, 75,1 ppm, 70,0 ppm, 75,2 ppm et 67,3 ppm

attribuables respectivement aux carbones C-1", C-2", C-3", C-4", C-5" et C-6" qui sont

caractéristiques des carbones d’un galactose [12, 13]. Ainsi les carbones osidiques du

rhamoses résonnant à C 101, 8 ppm, 72,0 ppm, 72,2 ppm, 73,8 ppm, 69,7 ppm et 18,0

ppm sont attribuables aux carbones C-1"', C-2"', C-3"', C-4"', C-5"' et C-6"' [13].
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En conséquence, on peut attribuer les déplacements chimiques à H 5,07 ppm et C

105,5 ppm à l’anomère H-1" du -galactose, et H 4,53 ppm et C 101,8 ppm à l’anomère

H-1"' du -rhamnose [12, 13].

Figure III. 29: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S5

Figure III. 30: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S5.
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Figure III. 31: Etalement de la partie des carbones osidiques du spectre 13C-RMN (125
MHz, MeOH-d4) du composé S5.

L’attribution complète des signaux a été réalisée par l’analyse des corrélations

homonucléaires COSY 1H, 1H et hétéronucléaires HMBC.

L’expérience COSY 1H, 1H (Figure III. 32) a montré que le proton anomérique H-

1'' à H 5,07 ppm couple avec un proton de multiplet situé entre H 3,27 et 3,96 ppm, ce qui

permet de repérer le proton H-2'' du galactose. La corrélation observée entre le méthyle

résonnant à H 1,19 ppm et un proton du multiplet situé entre H 3,27 et 3,96 ppm, affirme

la présence du rhamnose.

Figure III. 32: Spectre de corrélations homonucléaires COY 1H, 1H du composé S5.

C-6''

C-5'''

C-4''
C-2'''

C-3'''
C-4'''

C-2''

C-3''
C-5''

(H-6' :H-5')

(H-1'' :H-2'')

(H-5'' :CH3)



127

L’interprétation du spectre de corrélations hétéronucléaires observées à long

distance HMBC (Figure III. 33) indique à la substitution en C-3 du flavonol par le sucre,

en montrant clairement la corrélation entre le proton anomérique du galactose H-1'' et le C-

3 à C 135,8 ppm de l’aglycone.

Le déplacement chimique vers les champs faibles du carbone C-6'' du galactose à

C 67,3 ppm, montre que les deux sucres sont liés (galactose-rhamnose) [14].

Par ailleurs, la corrélation observée sur le spectre HMBC (Figure III. 33) entre le

proton H-1''' à H 4,53 ppm et le carbone C-6'' situé à C 67,3 ppm montre que la liaison

galactose-rhamnose est 1 6, donc il s’agit du robinobioside [rhamnosyl- -(1 6)- -

galactose].

Ainsi, le composé S5 a la formule brute C27H30O16 avec un degré d’insaturation de 13.

Figure III. 33 : Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S5.

O

OOH

HO

O

OH

OH

O

HO

OH

O

OH
OH

HO

OHO

1''

1'''

6''
5'''

3

Corrélations HMBC

(H-1'' :C-3)

(H-1''' :C-6'')

(H-1''' :C-5''')

(H-6''' :C-5''')

(H-2':C-1')

(H-2':C-3')
(H-2':C-4')

(H-2':C-2)

(H-5':C-3')

(H-5':C-1')
(H-6':C-4')

(H-6':C-2)

(H-6:C-7)

(H-6:C-5)(H-8:C-9)

(H-8:C-6)

(H-6:C-10)

(H-6:C-8)

(H-1'':C-3''1')



128

Position RMN 13C
[ C (ppm)]

RMN 1H [ H (ppm)]
[intégration, m, J (Hz)]

Corrélations
HMBC

Corrélations
COSY

2 158,8
3 135,8
4 179,3
5 162,8
6 99,9 6,21 (1H, d, J = 2,1) C-6
7 166,0
8 94,8 6,40 (1H, d, J = 2,1) C-10, C-5,

C-7
9 158,4
10 105,9
1' 122,9
2' 117,9 7,88 (1H, d, J = 2,2) C-1', C-3',

C-4', C-2
3' 145,6
4' 149,9
5' 116,1 6,87 (1H, d, J = 8,5) C-1', C-3' H-6'
6' 122,7 7,60 (1H, dd, J = 8,5;

2,2)
H-5'

1'' 105,5 5,07 (1H, d, J = 7,5) C-3 H-2''
2'' 73,1
3'' 75,1
4'' 70,2
5'' 75,2 H-6''
6'' 67,3 H-5''
1''' 101,8 4,53 (1H, d, J = 1,7) C-6'', C-5'''
2''' 72,0
3''' 72,2
4''' 73,8
5''' 69,7
6''' 18,0 1,19 (1H, d, J = 6)

Tableau III. 5: Données spectrales RMN du composé S5.

L’analyse de l’ensemble de ces données spectrales nous a permis de déduire la

structure du composé S5. Il s’agit de la Quercétine-3-O- -robinobioside [13].
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III. 1. 6. Détermination structurale du Composé S6

Ce compose se présente sous forme d’une poudre jaune et d’une fluorescence

violette noire sous lampe UV 365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 34: Chromatogramme CLHP et Spectre UV-visible du composé S6.

L’analyse CLHP du composé S6 a montré que sa pureté est de 86,1 % à 254 nm et

de 85,5 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Le spectre UV (Figure III. 34) du composé S6 montre deux maxima d’absorption à

258 nm et à 355 nm, identiques à celles du composé S4 (Figure III. 20).
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en ESI/MS en mode positif (Figure III. 35) du

composé S6 donne un pic pseudo-moléculaire à m/z 515 [M+Na] +, ce qui suggère une

masse moléculaire de 492 uma.

Figure III. 35: Spectre de masse ESI/MS en mode positif du composé S6.

Comme le composé S5, le spectre RMN 1H (Figure III. 36), indique que le

composé S6 est une flavonol-3-O-sucre, mais cette fois ci la différence est dans le sucre.

Donc ce spectre montre :

- Un signal d’intensité 1H à H 5,51 ppm (d, J = 7,3 Hz) qui est typique au proton

anomérique d’un glucuronide [15]. La présence de ce dernier est expliquée par la

localisation de quatre protons osidiques au lieu de six entre H 3,50 et 3,70 ppm protons,

dont un proton se présente sous forme d’un doublet à H 3,75 ppm avec une constante de

couplage de 7,02 Hz attribuable au proton osidique H-5''.

- Des signaux entre H 6,21 et 7,99 ppm identiques à celles du composé S4 (Figure III.

22), caractéristiques des protons des deux noyaux A et B (Tableau III. 6).

- Un singulet intégrant pour 3H à H 3,96 ppm caractéristique d’un groupement méthoxyle.
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Figure III. 36: Spectre 1H-RMN (270 MHz, MeOH-d4) du composé S6.

L’analyse du spectre RMN 13C (Figure III. 37) du composé S6 indique à la

présence de 22 atomes de carbone dont deux groupements carbonyles à C 179,2 ppm et C

172,0 attribués respectivement au carbone C-4 du flavonol et au carbone C-6'' du

glucuronide. Le spectre montre également la présence du groupement méthoxyle à C 56,8

ppm.

L’ensemble de ces informations nous permet d’attribuer au composé S6 la formule

brute C22H20O13 avec un degré d’insaturation de 13.

Figure III. 37: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S6.

Figure III. 37: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S6.
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L’interprétation des taches de corrélations observées sur le spectre HMBC (Figure

III. 38) permet de confirmer la présence du glucuronide en montrant clairement le

couplage du proton osidique H-5'' situé à H 3,75 ppm avec le carbone C-6'' localisé à C

172,0 ppm. Cette expérience a permis également la localisation du méthoxyle en C-3' du

flavonoïde situé à C 148,4 ppm.

Figure III. 38: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S6.

L’attribution complète des signaux a été réalisée par l’analyse des corrélations

homonucléaires COSY 1H, 1H et hétéronucléaires HMQC et HMBC.

L’expérience des corrélations homonucléaire COSY 1H, 1H (Figure III. 39) montre

les couplages des protons, (H-2', H-5'), (H-5', H-6'), (H-1'', H-2'').

La mesure de corrélations hétéronucléaires HMQC (Figure III. 40) démontre les

corrélations géminales 1-H, 13-C-RMN. Le spectre montre que le proton anomérique situé
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à H 5,51 ppm corrèle avec le carbone localisé à C 103,9 ppm permettant de localiser la

position du carbone anomérique C-1'' sur le spectre RMN 13C.

Figure III. 39: Spectre de corrélations homonucléaires COY 1H, 1H du composé S6.

Figure III. 40: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S6.
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Position RMN 13C
[ C (ppm)]

RMN 1H[ H (ppm)]
[intégration, m., J (Hz)]

Corrélations
HMBC

Corrélations
COSY

2 158,7
3 135,2
4 179,2
5 163,1
6 99,9 6,21 (1H, d, J = 2,3) C-10, C-8
7 166,0
8 94,8 6,41 (1H, d, J = 2,3) C-6, C-10, C-9
9 158,5
10 105,7
1' 122,8
2' 114,4 7,98 (1H, d, J = 2) C-6', C-4', C-2 H-6'
3' 148,4
4' 150,8
5' 115,9 6,89 (1H, d, J = 8,4) C-1', C-3' H-6'
6' 123,6 7,55 (1H, dd, J = 8,4; 2) C-2', C-4', C-2 H-2', H-5'
1'' 103,9 5,51 (1H, d, J = 7,3) H-2''

2'', 3'',
4''

75,6; 77,5;
73,1

3,50-3,70 (3H, m)

5'' 77,2 3,75 (1H, d, J = 7,02) C-6''
6'' 172,0

O-CH3 56,8 3,96 (3H, s)

Tableau III. 6: Données spectrales RMN du composé S6.

L’analyse de l’ensemble de ces donnés spectrales nous a permis de déduire la

structure du composé S6. Il s’agit du l’Isorhamnétine-3-O- -glucuronide.

III. 1. 7. Détermination structurale du Composé S7

Ce composé se présente sous la forme d’une poudre jaune et de fluorescence

violette noire sous lampe UV 365 nm.

Comportement chromatographique Rf 0,46 (AcOEt-H2O-HCOOH 8:1:1)
tR 18,95 min
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Figure III. 41 : Chromatogramme CLHP et spectre UV-visible du composé S7.

L’analyse CLHP du composé S7 a montré que sa pureté est de 83 % à 254 nm et de

81,2 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Son spectre UV (Figure III. 41) présente deux maxima d’absorption à 258 nm et

354 nm, caractéristique d’une flavonol-3-OR.

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse réalisé en ESI/MS en mode négatif (Figure III. 42) du

composé S7 donne un ion quasi-moléculaire à m/z 477 [M-H] + suggérant une masse

moléculaire de 478 uma.

Le spectre MS/MS de cet ion donne un pic à m/z 301 (perte de 176 uma) qui est

relatif à l’aglycone ; la quercétine.

Figure III. 42: Spectre de masse ESI/MS en mode négatif du composé S7.
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Le spectre RMN du 1H (Figure III. 43) présente les mêmes signaux que ceux du

composé S6 avec une seule différence, qui se présente dans l’absence du signal des protons

du groupement méthoxyle, ainsi le spectre montre :

- Un doublet d’intensité 1H à H 5,30 ppm (J = 8 Hz) attribué au proton anomérique d’un

glucuronide [15].

- Un doublet d’intensité 1H à H 3,68 ppm (J = 10 Hz) attribué au proton osidique H-5''.

- Des signaux intégrant pour 3H entre H 3,42-3,62 ppm caractéristiques aux protons

osidiques H-2'', H-3'' et H-4''.

- Des signaux caractéristiques aux protons H-6 et H-8 du cycle A de la quercétol

respectivement à H 6,16 ppm et H 6,35 ppm.

- Des signaux caractéristiques aux protons H-2', H-5' et H-6' du cycle B respectivement à

H 7,67 ppm, H 6,81 ppm et H 7,56 ppm.

Figure III. 43: Spectre 1H-RMN (500 MHz, MeOH-d4) du composé S7.

L’ensemble de ces informations avec les données spectrales de l’RMN 13C (Figure

III. 44) (Tableau III. 7), nous permet d’attribuer au composé S7 la formule brute

C21H18O13 avec un degré d’insaturation de 13.
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Figure III. 44: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S7.

L’attribution complète des signaux a pu être établie par l’analyse des spectres 2D

HMQC (Figure III. 45), COSY (Figure III. 46) et HMBC (Figure III. 47).

Figure III. 45: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S7.
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Figure III. 46: Spectre de corrélations homonucléaires COSY du composé S7.

Figure III. 47: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S7.
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Position C (ppm) H (ppm)
(integration, m, J Hz)

Correlations
HMBC

Correlations
COSY

2 159,2
3 135,6
4 179,3
5 162,9
6 99,9 6,16 ( 1H, d, J = 1,5) C-8, C-10, C-5, C-7
7 166,0
8 94,8 6,35 ( 1H, d, J = 1,5) C-6, C-10, C-9, C-7
9 158,5
10 105,7
1' 123,0
2' 117,7 7,67 ( 1H, d, J = 1,5) C-1', C-4', C-2
3' 145,9
4' 149,8
5' 116,0 6,81 ( 1H, d, J = 8,5) C-1', C-3' H-6'
6' 122,8 7,56 ( 1H, dd, J = 8,5, 1,5) C-2', C-4', C-2 H-5'
1'' 104,3 5,30 ( 1H, d, J = 8) C-3 H-2''

2'', 3'', 4'' 74,9; 77,2;
72,5

3,42-3,62 (3H, m)

5'' 76,6 3,68 (1H, d, J = 10) C-6''
6'' 173,5

Tableau III. 7: Données spectrales RMN du composé S7.

Sur la base de ces résultats, la structure du composé S7 a pu être établie comme

étant la Quercétine-3-O- -glucuronide [16].

III. 1. 8. Détermination structurale du Composé S8

Ce composé se présente sous forme d’une poudre jaune orange et d’une

fluorescence violette noire sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique
Rf 0,75 (AcOEt-H2O-HCOOH 8:1:1)
tR 24,74 min
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Figure III. 48: Chromatogramme CLHP et spectre UV-visible du composé S8.

L’analyse CLHP du composé S8 a montré que sa pureté est de 92 % à 254 nm et de

92,1 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Son spectre UV (Figure III. 48) présente deux maxima d’absorption à 255 nm et

356 nm, caractéristique d’une flavonol-3OR.

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en ESI/MS en mode positif (Figure III. 49) du

composé S8 donne un ion pseudo-moléculaire à m/z 529 [M+Na] + suggérant une masse

moléculaire de 506 uma. Le spectre MS/MS de cet ion donne deux pics majoritaires à m/z

501 (perte de 28 uma) et à m/z 339 (perte de 190 uma).

Figure III. 49: Spectre de masse ESIMS en mode positif du composé S8.
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L’analyse du spectre RMN 1H (Figure III. 50) du composé S8 présente les mêmes

signaux que ceux du composé S6 avec un groupement méthoxyle de plus à H 3,35ppm,

ainsi le spectre montre :

- Un doublet intégrant pour 1H à H 5,26 ppm (J = 7,5 Hz) attribué au proton anomérique

d’un glucuronide [15, 16].

- Un doublet d’intensité 1H à H 3,79 ppm (J = 9,5 Hz) caractéristique au proton osidique

H-5" du glucuronide.

- Des signaux intégrant pour 3H entre H 3,47-3,57 ppm attribués aux protons osidiques H-

2", H-3’’ et H-4’’ du glucuronide.

- Deux singulets chacun d’intensité 3H à H 3,35 ppm et H 3,95 ppm caractéristiques aux

protons de deux groupements méthoxyles.

- Des signaux entre H 6,05-7,79 ppm relatifs aux protons des deux cycles A et B de

l’aglycone, identiques à ceux du composé S6 (Figure III. 43).

Figure III. 50: Spectre 1H-RMN (500 MHz, MeOH-d4) du composé S8.

L’analyse des deux spectres RMN 13C (Figure III. 51) et DEPT 135 (Figure III.

52) avec les informations précédentes, nous permet de donner au composé S8 la formule

brute C23H22O13 avec un degré d’insaturation de 13.
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Figure III. 51: Spectre 13C-RMN (125 MHz, MeOH-d4) du composé S8.

Figure III. 52 : Spectre DEPT 135 (125 MHz, MeOH-d4) du composé S8.

L’attribution complète des signaux a été réalisée par l’analyse des corrélations

homonucléaires COSY (Figure III. 53) et hétéronucléaires HMQC (Figure III. 54) et

HMBC (Figure III. 55).
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Figure III. 53: Spectre de corrélations homonucléaires COSY du composé S8.

Figure III. 54: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S8.
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Figure III. 55: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S8.
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Position C (ppm) H (ppm)
(integration, m., J Hz)

Correlation
HMBC

Correlation
COSY

2 159,1
3 135,1
4 178,1
5 162,5
6 102,3 6,05 ( 1H, d, J = 1,5) C-10
7 166,0
8 96,8 6,20 ( 1H, d, J = 1,5) C-9, C-10
9 157,8
10 103,5
1' 124,5
2' 114,0 7,92 ( 1H, d, J = 2) C-1', C-3',

C-4', C-2
H-6'

3' 148,4
4' 151,1
5' 115,6 6,87 ( 1H, d, J = 8,5) C-1', C-3',

C-4'
H-6'

6' 123,2 7,52 ( 1H, dd, J = 8,5; 2) C-2', C-4',
C-2

H-2', H-5'

1'' 104,9 5,26 ( 1H, d, J = 7,5) C-3 H-2''
2'', 3'', 4 '' 75,3; 77,1; 72,6 3,47-3,57 (3H, m)

5'' 76,9 3,79 (1H, d, J = 9,5) C-1'', C-6''
6'' 170,8

O-CH3 49,5 3,35 (3H, s)
O-CH3 56,3 3,95 (3H, s) C-3'

Tableau III. 8: Données spectrales RMN du composé S8.

L’analyse de l’ensemble de ces données spectrales nous a permis de déduire la

structure du composé S8 [17]. Il s’agit de l’Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-

méthyle ester. Ce composé n’a jamais été cité jusqu’au ce jour dans la littérature, même

s’il est un artefact. Il s’agit donc d’un nouveau produit naturel [18].

III. 1. 9. La détermination structurale du Composé S9 est en cours d’identification.
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III. 1. 10. Détermination structurale du Composé S10

Ce compose est de couleur jaune, et de fluorescence violette noire sous lampe UV à
365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 56 : Chromatogramme CLHP et spectre UV-visible du composé S10.

L’analyse CLHP du composé S10 a montré que sa pureté est de 96,7 % à 254 nm et

de 94,3 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Les données du spectre UV (Figure III. 56) du composé S10 sont identiques à

celles du composé S8 (Figure III. 48).
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tR 30.36 min

Temps (min)

O

OOH

HO

O

OH

O

O

HO

OH
OH

O
O

2

3

45

6

7
8

9

10

2'
3'

4'
5'

6'
1''

6''

7'' 8''

9'' 10''

1'



147

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en EIS/MS en mode positif (Figure III. 57) du

composé S10 donne un ion pseudo-moléculaire à m/z 571 [M+Na] + suggérant une masse

moléculaire de 548 uma.

Figure III. 57: Spectre de masse ESI/MS en mode positif du composé S10.

L’étude des spectres de RMN 1H et 13C ainsi que leur comparaison avec les spectres

des composés précédents en particulier S6 (Figure III. 43) et S8 (Figure III. 50),

confirme qu’il s’agit d’un dérivé d’isorhamnétine-3-O-glucuronide [16, 17] avec d’autres

signaux résonnant dans les champs les plus élevés, ainsi le spectre RMN 1H (Figure III.

58) les montre comme:

- Un triplet d’intensité 3H à H 0,81 ppm (J = 7,5 Hz) attribué à un groupement méthyle.

- Un multiplet d’intensité 2H à H 1,25 ppm attribué à un méthylène.

- Un multiplet d’intensité 2H à H 1,49 ppm attribué à un méthylène.

- Un triplé intégrant pour 2H à H 4,07 ppm suggérant la présence d’un méthylène attaché à

un atome d’oxygène.

Ces quatre signaux sont caractéristiques d’un groupement butyle ester.

En ce qui concerne le groupement butyle ester, le spectre RMN 13C (Figure III. 59)

révèle la présence de trois groupements méthylènes à C 19,9 ppm, C 31,5 ppm et C 66,2

ppm, un groupement méthyle à C 13,8 ppm et un groupement carbonyle à C 169,9 ppm.
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De plus, les spectres RMN 13C et 1H révèlent la présence d’un groupement

méthoxyle aromatique respectivement à C 56,7 ppm et H 3,96 ppm.

L’ensemble de ces informations avec les données spectrales précédentes, nous

permet d’attribuer au composé S10 la formule brute C26H28O13 avec un degré

d’insaturation de 13.

Figure III. 58 : Spectre RMN 1H (500 MHz, MeOH-d4) du composé S10.

Figure III. 59 : Spectre RMN 13C (125 MHz, MeOH-d4) du composé S10.
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La mesure de corrélations hétéronucléaires HMBC (Figure III. 60) du composé

S10 affirme la présence du groupement butyle ester en montrant clairement la corrélation

du carbone carbonylique C-6'' à C 169,9 ppm avec le proton H-5'' à H 3,78 ppm et avec

les protons méthyléniques (H-7") à H 4,07 ppm.

Figure III. 60 : Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S10.

L’attribution complète des signaux a été faite par les spectres RMN 2D HMQC

(Figure III. 61) et COSY 1H, 1H (Figure III. 62).
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Figure III. 61: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S10.

Figure III. 62: Spectre de corrélations homonucléaires COSY du composé S10.
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Position C (ppm) H (ppm)
(integration, m., J Hz)

Correlations
HMBC

Correlations
COSY

2 158,7
3 135,2
4 179,2
5 163,1
6 99,9 6,22 ( 1H, d, J = 1,5) C-5, C-10 H-6
7 166,1
8 94,8 6,42 ( 1H, d, J = 1,5) C-6, C-7, C-9 H-8
9 158,5
10 105,7
1' 122,7
2' 114,5 7,97 ( 1H, d, J = 2) C-2, C3', C-4',

C-6'
H-6'

3' 148,4
4' 150,9
5' 115,9 6,90 ( 1H, d, J = 8,5) C-1', C-3' H-6'
6' 123,6 7,56 ( 1H, dd, J = 8,5; 2) C-2, C-2', C-4' H-5'
1'' 104,2 5,44 ( 1H, d, J = 7) C-3 H-2''

2'', 3'', 4'' 75,6; 77,3; 72,9 3,48-3,59 (3H, m)
5'' 77,4 3,78 (1H, d, J = 9,5) C-6'', C-7''
6'' 169,9
7'' 66,2 4,07 (2H, t, J = 6,5) C-6'' H-7"
8'' 31,5 1,49 (2H, m) C-7'', C-9'', C-

10''
H-8"

9'' 19,9 1,25 (2H, m) C-7'', C-8'', C-
10''

10'' 13,8 0.,1 (3H, t, J = 7,5) C-8'', C-9''
O-CH3 56,7 3,96 (3H, s) C-3'

Tableau III. 9 : Données spectrales RMN du composé S10.

L’ensemble des données précédentes a permis d’établir la structure du compose

S10, il s’agit de l’Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''- butyle ester [17].

Ce composé n’a jamais été cité jusqu’à ce jour dans la littérature, même s’il est un

artefact. Il s’agit donc d’un nouveau produit naturel.
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III. 1. 11. Détermination structurale du Composé S11

Ce composé se présente sous forme d’une huile de couleur marron et d’une

fluorescence jaune verre sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique

Figure III. 63: chromatogramme CLHP et spectre UV-visible du composé S11.

L’analyse CLHP du composé S11 a montré que sa pureté est de 18,7 % à 254 nm

et de 83,4 % à 350 nm.

Spectroscopie UV

Les données du spectre UV (Figure III. 63) du composé S11 sont identiques à

celles du composé S3.
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en ESI/MS réalisé en mode négatif (Figure III. 65)

présente un ion quasi-moléculaire à m/z 409 [M-H]- et un autre pic à m/z 819 [2M-H]-

suggérant une masse moléculaire de 410 uma.

Figure III. 65 : Spectre de masse ESI/MS en mode négatif du composé S11.

L’étude comparative des spectres RMN 1H et 13C des composés S11 et S3 indique

que le composé S11 est un acide 5-O-cafféoyl quinique (Tableau III. 10) [9].

Une deuxième étude comparative des spectres RMN 1H et 13C des composés S10 et

S11 révèle la présence d’un groupement butyle ester dans ce dernier composé. Ainsi, le

spectre RMN 1H (Figure III. 65) du composé S11 présente les signaux du groupement

butyle ester comme :

- Un triplet intégrant pour 3H à H 0,93 ppm (J = 7,5 Hz) attribué à un groupement

méthyle.

- Un multiplet d’intensité 2H à H 1,36 ppm (m) attribué au méthylène H-10.

- Un multiplet d’intensité 2H à H 1,63 ppm (m) attribué à un méthylène H-9.

- Un multiplet intégrant pour 2H entre H 4,14-4,16 ppm au méthylène H-8.

Ceci est confirmé par l’analyse des données du spectre RMN 13C (Figure III. 66)

(Tableau III. 10) du composé S11.

Par ailleurs, toutes ces données spectrales nous permettent d’attribuer au composé

S11 la formule brute C20H26O9 avec un degré d’insaturation de 8.
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Figure III. 65 : Spectre RMN 1H (500 MHz, MeOH-d4) du composé S11.

Figure III. 66: Spectre RMN 13C (125 MHz, MeOH-d4) du composé S11.

L’analyse du spectre RMN 2D HMBC (Figure III. 67) du composé S11 confirme

la présence du groupement butyle ester en montrant clairement la corrélation du carbone

C-7 du carbonyle à C 175,1 ppm avec les protons du méthylène (H-8) situé entre C 4,14

et 4,16 ppm.
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Figure III. 67: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMBC du composé S11.

L’attribution complète des signaux a été réalisée par les spectres RMN 2D HMQC

(Figure III. 68) et COSY 1H, 1H (Figure III. 69).
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Figure III. 68: Spectre de corrélations hétéronucléaires HMQC du composé S11.

Figure III. 69: Spectre de corrélations homonucléaires COSY du composé S11.
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Position c
(ppm)

H (ppm)
(intégration, m., J en Hz)

Corrélations
HMBC

Corrélations
COSY

1 76,0
2 38,1 1,99-2,03 (2H, m) C-1, C-3
3 70,5 4,10 (1H, m)
4 72,4 3,76 (1H, dd, J = 7,5; 3) H-5
5 71,8 5,32 (1H, m) H-4, H-6
6 38,1 2,18-2,19 (2H, m) C-1, C-6 H-5
7 175,1
8 66,4 4,18 (2H, m) H-9
9 31,7 1,63 (2H, m) C-8 H-8, H-10
10 20,2 1,36 (2H, m) C-8 H-9, H-11
11 14,1 0,93 (3H, t, J = 7,5) C-9, C-10 H-10
1' 127,6
2' 115,1 7,06 ( 1H, d, J = 2) C-3', C-4'
3' 146,0
4' 149,7
5' 116,4 6,80 ( 1H, m) C1', C-3'
6' 123,0 6,96 ( 1H, dd, J = 8,3; 2) C-2', C-3', C-

4'
7' 146,9 7,54 ( 1H, d, J = 15,7) C-2', C-9' H-8'
8' 115,0 6,23 ( 1H, d, J = 15,7) C-1' H-7'
9' 168,3

Tableau III. 10: Données spectrales RMN du composé S11.

L’ensemble des données précédentes a permis d’établir la structure du composé

S11, il s’agit de l’Acide-5-O-cafféoyl quinique butyle ester. Notons que, le pouvoir

rotatoire mesuré du composé S11 est : [ ]D = -125°, MeOH, c = 0,016.

III. 1. 12. Détermination structurale du Composé S12

Ce composé se présente sous forme d’une poudre de couleur blanche.
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en ESI/MS en mode positif (Figure III. 70) montre un

pic pseudo-moléculaire à m/z 383 [2M+Na] + et un autre pic à m/z 203 [M+Na] +, suggérant

une masse moléculaire de 180 uma.

Figure II. 70 : Spectre de masse réalisé en ESI/MS en mode positif du composé S12.

Le spectre RMN 1H (Figure III. 71) donne:

- Trois signaux à H 4,62 ppm (2H, d, J = 2 Hz), 4,44 ppm (2H, s) et 4,32 ppm (2H,

d, J = 5,5 Hz) relatifs aux groupements hydroxyles respectivement OH (1, 6), OH

(3, 4) et OH (2, 5) [19]. Ceci est expliqué par la disparition de ces signaux dans le

spectre RMN 1H réalisé dans le D2O (Figure III. 72) [19].

- Trois signaux à H 3,63 ppm (2H, s), 3,40 ppm (2H, m) et 3, 25 ppm (2H, m),

attribuables respectivement aux protons; (H-1, H-6), (H-2, H-5) et (H-3, H-4) [19]

Figure III. 71: Spectre RMN 1H (500 MHz, DMSO) du composé S12.
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Figure III. 72: Spectre RMN 1H (500 MHz, D2O) du composé S12.

L’analyse du spectre RMN 13C (Figure III. 73) du composé S12 montre la

présence de trois signaux à C 73,3 ppm, 72,4 ppm et 70,8 ppm attribuables respectivement

aux carbones (C-3, C-4), (C-1, C-6) et (C-2, C-5) [20].

En outre la séquence COSY (Figure III. 74), a pu démontrer l’attribution complète

des corrélations proton-proton.

Par ailleurs, toutes ces données spectrales nous permettent d’attribuer au composé

S12 la formule brute C6H12O6 avec un degré d’insaturation de 1.

Figure III. 73: Spectre RMN 13C (125 MHz, DMSO) du composé S12.
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Figure III. 74: Spectre de corrélations homonucléaires COSY du composé S12.

Position RMN 13C

C (ppm)

RMN 1H H (ppm)

[integration, m., J (Hz)]

Correlations

COSY

1 72,4 3,63 (1H, s) H-2

2 70,8 3,41 (1H, m) H-3, H-1

3 73,3 3,25 (1H, d, m) H-2

4 73,3 3,25 (1H, d, m) H-5

5 70,8 3,41 (1H, m) H-4, H-6

6 72,4 3,63 (1H, s) H-5

OH(1, 6) 4,62 (2H, d, J = 2) H-1, H-6

OH(2, 5) 4,44 (2H, s) H-2, H-5

OH(3, 4) 4,32 (2H, d, J = 5,5) H-3, H-4

Tableau III. 11: Données spectrales RMN dans le DMSO du composé S12.

La stéréochimie du hexahydroxyle cyclohexane a pu être établie on se basant sur

les données de la littérature qu’on peut l’expliquer comme suit :

(OH(3, 4) :H-3, H-4)

(OH(2, 5) :H-2, H-5)

(H-1, H-6 :H-2, H-5)
(H-2, H-5:H-3, H-4)

(OH(1, 6) :H-1, H-6)
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Selon la projection de Newman les -OH équivalents sont : OH-1 et OH-6, OH-2 et

OH-5, OH-3 et OH-4. Ainsi, H-1et H-6, H-2 et H-5, H-3 et H-4 sont équivalents.

La mesure du pouvoir rotatoire ([ ]D = -50°, H2O, c = 0,04) avec l’ensemble des

données précédentes a permis d’établir la structure du compose S12, il s’agit de : le (-)-L-

chiro-Inositol [20].

III. 2. Détermination structurale des composés isolés de Chrysantemum myconis L.

III. 2. 3. Détermination structurale du composé C1

Ce compose se présente sous forme d’une poudre jaune et de fluorescence jaune

sous lampe UV à 365 nm.
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Comportement chromatographique

Systèmes de solvants S.I S.II Remarques
Rf 0,24 0,36 Aglycone monoglycosylé

Fluorescence sous lampe
UV

Jaune Flavonol 3-OH libre

Ose Glucose Après hydrolyse acide

Tableau III. 12 : Comportement chromatographique du composé C1.

Spectroscopie UV

Figure III. 75 : Spectre UV-visible du composé C1.

Tableau III. 13: Analyse spectroscopie UV du composé C1 en présence de réactifs.

Le spectre d’absorption UV dans le méthanol (Figure III. 75) montre deux maxima

à 259 nm et 366 nm relatif à la bande I et la bande II d’un flavonol-3-OH libre, ce qui est

confirmé par la couleur jaune du composé C1 sous lampe UV à 365 nm [10].

Réactifs Bande II Bande I Remarques
MeOH 259 366 Flavonol-3-OH
NaOH 296 454 4'-OH, 7-OR
NaOH après 5 min 296 Spectre se décompose

avec le temps
3, 4' di-OH

AlCl3 281 424 Orthodi-OH sur le noyau B
AlCl3 + HCl 274 390 5-OH

Orthodi-OH sur le noyau A
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Le spectre méthanol après addition de NaOH présente un déplacement bathochrome

de 88 nm de la bande I par rapport au spectre méthanol avec diminution de la densité

optique ce qui révèle la présence de 3, 4'-OH libres (spectre se décompose avec le temps).

La non apparition d’une nouvelle bande dans le même spectre montre que la position 7 est

substituée (7-OR).

Le spectre méthanol en présence d’AlCl3 présente un déplacement bathochrome de

la bande I par rapport au spectre méthanol neutre ce qui montre la présence de complexes.

Le spectre AlCl3 + HCl présente un déplacement hypsochrome de la bande I par rapport au

spectre AlCl3 de 35 nm ce qui révèle la présence d’un système orthodihydroxyle sur le

noyau B. le même spectre montre un déplacement bathochrome de la bande I de 24 nm par

rapport au spectre méthanol ce qui indique à la présence d’un 5-OH avec un groupement

oxygéné en 6.

Le comportement chromatographiques du composé C1 dans les deux systèmes de

solvants S.I et S.II, indique à la présence d’un aglycone monoglycosylé.

Spectroscopie RMN

Le spectre RMN 1H (300 MHz dans le MeOH-d4) (Figure III. 76) montre :

- Trois signaux d’intensité chacun 1H à H7,67 ppm (J = 2,2 Hz), H 7,57 ppm (dd, J = 8,5,

2,2 Hz) et H 6,78 ppm (d, J = 8,5 Hz), caractéristiques respectivement aux protons H-2',

H-6' et H-5' du noyau B.

- Un singlet intégrant pour 1H à H 6,85 ppm attribuable au proton H-8 du cycle A.

- Un doublet intégrant pour 1H à H 4,95 ppm (J = 7,5 Hz) caractéristique du proton

anomérique du glucose.

- Des signaux entres H 3,39-3,84 ppm relatif aux protons osidiques du glucose [21].

Afin de confirmer la nature du sucre, l’hydrolyse acide du composé C1 a été entreprise.

Cette dernière a donné le glucose, identifié par chromatographie sur couche mince en gel

de silice (Acétone-eau 9:1).

L’ensemble de ces informations nous permet d’attribuer au composé C1 la formule

brute C21H20O13 avec un degré d’insaturation de 12.
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Figure III. 76: Spectre RMN 1H (300 MHz, MeOH-d4) du composé C1.

Position RMN 1H H (ppm)
[integration, m., J (Hz)]

2
3
4
5
6
7
8 6,85 (1H, s)
9
10
1'
2' 7,67 (1H, d, J = 2,2 Hz)
3'
4'
5' 6,78 (1H, d, J = 8,5 Hz)
6' 7,57(1H, dd, J = 8,5, 2,2 Hz)
1'' 4,95 (1, d, J = 7,5 Hz)

Protons
osidiques

3,5-4,5 (6H, m)

Tableau III. 14 : Données spectrales RMN 1H du composé C1.

L’ensemble des données spectrales a permet d’établir la structure du composé C1.

Il s’agit de la Quercétagetine-7-O- -glucoside [22-24].

CD3OD

Protons
osidiques

H-5'H-8H-6'

H-2'
H-6'

H-5'

H-8

H-1"H-2'
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III. 2. 1. Détermination structurale du composé C2

Ce composé se présente sous forme d’une poudre blanche. Sa fluorescence est

bleue sous lampe UV 365 nm.

Comportement chromatographique: Rf = 0.82 (CH2Cl2 9 :1)

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

La mesure du spectre de masse en impact électronique (Figure III. 77) du composé

C2 montre un pic de base à m/z 220 [M] +, un ion à m/z 205 (perte de 15 uma), ainsi que

divers ions à m/z 192 (perte de 28 uma), m/z 177 (perte de 43 uma) et d’autres ions

résultant de la fragmentation de la molécule.

Figure III. 77: Spectre de masse IE-MS du composé C2.

Le spectre de RMN 1H (300 MHz dans le CDCl3) (Figure III. 78) indique que le

composé C2 est le dérivé de la coumarine, ainsi il montre [25] :

- Deux doublets intégrant chacun pour 1H à H 7,51 ppm (J = 9,6 Hz) et H 6,21 ppm (J =

9,6 Hz) attribués respectivement aux protons H-3 et H -4 du cycle pyranne.
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- Un singulet d’intensité 1H à H 6,52 ppm attribué au proton H-5.

- Un singulet d’intensité 2H à H 6,12 ppm caractéristique du groupement

méthylènedioxyle.

- Un singulet intégrant pour 3H à H 3,85 ppm caractéristique du groupement méthoxyle

aromatique.

Figure III. 78: Spectre RMN 1H (300 MHz, CDCl3) du composé C2.

L’ensemble de ces informations nous permet d’attribuer au composé C2 la formule

brute C11H8O5 avec un degré d’insaturation de 8.

Position RMN 1H H (ppm)
[integration, m., J (Hz)]

2
3 7,51 (1H, d, J = 9,6)
4 6,21 (1H, d, J = 9,6)
5 6,52 (1H, s)
6
7
8
9
10

O-CH2-O 6,12 (2H, s)
O-CH3 3,85 (3H, s)

Tableau III. 15 : Données spectrales RMN 1H du composé C2.

H-3 H-4

H-5

OCH2O

OMe

CDCl3

X
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L’ensemble de ces données spectrales a permet d’établir la structure du composé

C2. C’est la 6-methoxy-7-méthylènedioxy coumarine [25].

III. 2. 2. Détermination structurale du composé C3

Ce produit ce présente sous forme d’une poudre jaune et de fluorescence jaune sous

lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique

Systèmes de solvants S.I S.II Remarques
Rf 0,44 0,21 Aglycone monoglycosylé

Fluorescence sous lampe
UV

Jaune Flavonol 3-OH libre

Ose Glucose Après hydrolyse acide

Tableau III. 16: Comportement chromatographique du composé C3.

Spectroscopie UV

Figure III. 79 : Spectre UV-visible du composé C3.
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Tableau III. 17 : Analyse spectroscopie UV du composé C3 en présence des réactifs.

Le spectre d’absorption UV dans le méthanol (Figure III. 79) montre deux

maximas à 257 nm et à 370 nm relatifs respectivement à la bande I et la bande II d’une

flavonol-3-OH libre, ce qui est confirmé par la fluorescence couleur jaune du composé

sous lampe UV à 365 nm [10].

Le spectre méthanol après addition de NaOH présente un déplacement bathochrome

(46 nm) de la bande I par rapport au spectre méthanol avec diminution de la densité

optique, indique à la présence de 3, 4'-OH libre. La non apparition de nouvelle bande dans

le même spectre montre que la position 7 est substituée (7-OR). Ceci est affirmé par

l’absence du déplacement bathochrome de la bande II du spectre méthanol en présence de

NaOAc par rapport au spectre méthanol neutre.

Le spectre méthanol en présence d’AlCl3 présente un déplacement bathochrome de

la bande I par rapport au spectre méthanol neutre ce qui révèle la présence des complexes.

Le spectre AlCl3 + HCl présente un déplacement bathochrome de la bande I de 46 nm par

rapport au spectre méthanol ce qui indique à la présence de 5-OH.

La présence du système orthodi-OH sur le noyau B est expliqué par le déplacement

hypsochrome de la bande I (23 nm) en comparant les deux spectres AlCl3 et AlCl3 + HCl,

et par le déplacement bathochrome (19 nm) de la bande I dans le spectre NaOAc + H3BO3

par rapport au spectre méthanol neutre.

Le comportement chromatographique du composé C3 dans les deux systèmes de

solvants S.I et S.II, indique à la présence d’un aglycone monoglycosylé.

Réactif Bande II Bande I Remarques
MeOH 257 370 Flavonol-3-OH
NaOH 296 416 4'-OH, 7-OR
NaOH après 5 min 296 416 3, 4' di-OH
AlCl3 267 439 Orthodi-OH sur le

noyau B
AlCl3 + HCl 267 416 5-OH

NaOAc 258 381 7-OR
NaOAc + H3BO3 260 389 Orthodi-OH sur le

noyau B
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Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre de masse obtenu en ESI/MS en mode négatif (Figure III. 80) du

composé C3 montre un pic à m/z 463 [M-H]- relatif à une masse moléculaire de 464 uma.

Figure III. 80: Spectres de masse ESI/MS en mode négatif du composé C3.

Le spectre RMN 1H (250 MHz dans le MeOH-d4) (Figure III. 81) montre :

- Trois signaux chacun d’intensité 1H à H7,79 ppm (J = 2,2 Hz), H 7,71 ppm (dd, J = 8,5,

2,2 Hz) et H 6,92 ppm (d, J = 8,5 Hz), caractéristiques respectivement aux protons H-2',

H-6' et H-5' du noyau B.

- Deux doublets intégrant chacun pour 1H à H 6,79 ppm (J = 2,1 Hz) et H 6,49 ppm (J =

2,1 Hz) attribuables aux protons H-8 et H-6 du cycle A.

- Un doublet intégrant pour 1H à H 5,08 ppm (J = 7,6 Hz) caractéristique du proton

anomérique du glucose.

- Des signaux entres H 3,46-3,98 ppm relatif aux protons osidiques du glucose [12].

Afin de confirmer la nature du sucre, l’hydrolyse acide du composé C3 a donné le

glucose, identifié par chromatographie sur couche mince de gel de silice (Acétone-eau

9 :1).

L’ensemble de ces informations nous permet d’attribuer au composé C3 la formule

brute C21H20O12 avec un degré d’insaturation de 12.

[M-H]-
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Figure III. 81 : Spectre RMN 1H (250 MHz, MeOH-d4) du composé C3.

Position RMN 1H H (ppm)
[integration, m. , J (Hz)]

2
3
4
5
6 6,49 (1H, d, J = 2,1 Hz)
7
8 6,79 (1H, d, J = 2,1 Hz)
9
10
1'
2' 7,79 (1H, d, J = 2,2 Hz)
3'
4'
5' 6,92 (1H, d, J = 8,5 Hz)
6' 7,71(1H, dd, J = 8,5, 2,2 Hz)
1'' 5,08 (1H, d, J = 7,6 Hz)

Protons
osidiques

3,46-3,98 (6H, m)

Tableau III. 18: Données spectrales RMN 1H du composé C3.

H-6
H-8

H-5'

H-6'
H-2'

H-1'' H-6''a
H-6''b

H-5 "
H-4"
H-3"
H-2"

CD3OD

X
XX
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L’ensemble des données spectrales précédentes a permis d’établir la structure du

composé C3. Il s’agit de la Quercétine-7-O- -glucoside [26].

III. 2. 4. Détermination structurale du composé C4

Ce composé se présente sous forme d’une huile marron. Sa fluorescence jaune

verte sous lampe UV à 365 nm.

Comportement chromatographique: Rf = 0,81 (AcOEt/Eau/HCOOH 8:1:1)

Spectroscopie UV

Son spectre UV (Figure III. 82) présente trois maxima d’absorption à 219 nm, 242

nm et 328 nm, caractéristique d’un acide phénolique.

Figure III. 82: spectre UV-visible du composé C4.

Spectroscopie de masse et spectroscopie RMN

Le spectre EIS/MS réalisé en mode négatif (Figure III. 83) présente un ion quasi-

moléculaire à m/z 515 [M-H]- suggérant une masse moléculaire de 516 uma.

La MS/MS de cet ion donne un pic majoritaire à m/z 353 (perte de 162 uma) qui

représente l’acide chlorogénique déprotoné (perte de l’unité cafféique). La MS/MS de ce
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dernier pic, donne un pic majoritaire à m/z 191 (perte de 162 uma), caractéristique de

l’acide quinique (perte de la deuxième unité cafféique), et un autre pic à m/z 179 (perte de

174 uma), caractéristique de l’acide caféique [27].

AQ : Acide quinique, AC : Acide cafféique

Figure III. 83 : Spectres de masse ESI/MS en mode négatif du composé C4.

L’étude comparative des spectres RMN 1H des composés C4 (Figure III. 84), S11

(Figure III. 65) et S3 (Figure III. 19), ainsi que les spectres de masse (Figure III. 83),

indiquent que le composé C4 est un acide dicafféoyl quinique [5-8].

Or, le spectre RMN 1H (300 MHz dans le MeOH-d4) (Figure III. 84) du composé

C4 présente les signaux des protons de l’acide quinique [28]:

- Un multiplet intégrant pour 1H à H 5,42 ppm, attribué au proton H-5.

- Un multiplet intégrant pour 1H à H 4,21 ppm, attribué au proton H-3.
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- Un doublet de doublets d’intensité 1H à H 3,71 ppm (J = 9,4; 3, 4 Hz), attribué au proton

H-4.

- Un massif d’intensité 4H entre H 1,91-2,65 ppm attribués protons H-2ax, H-2eq, H-6ax

et H-6eq.

Le spectre présente également les signaux des protons des deux acides cafféiques

[28]:

- Deux doublets intégrants chacun pour 1H à H 7,57 ppm (J = 16 Hz) et H 7,56 ppm (J =

16 Hz) attribuables respectivement aux protons H-7'' et H-7'.

- Un singulet d’intensité 2H à H 7,05 ppm (s) attribuable aux protons H-2'' et H-2'.

- Un multiplet intégrants pour 2H à H 6,94 ppm aux protons H-6''et H-6'.

- Un doublet chacun d’intensité 2H à H 6,77 ppm (J = 8,1 Hz), attribuable aux protons H-

5" et H-5'.

- Deux doublets intégrants chacun pour 1H à H 6,33 ppm (J = 16 Hz) et H 6,30 ppm (J =

16 Hz) caractéristiques respectivement des protons H8'' et H-8'.

L’ensemble de ces informations nous permet d’attribuer au composé C4 la formule

brute C25H24O12 avec un degré d’insaturation de 14.

Figure III. 84: Spectre RMN 1H (300 MHz, MeOH-d4) du composé C4.
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Tableau III. 19: Données spectrales RMN 1H du composé C4.

Selon les données spectroscopiques précédentes et par comparaison avec les

données de la littérature [27, 28], la connexion des deux groupements cafféoyles sur

l’acide quinique est en C-1 et C -5.

Sur la base de ces résultats, la structure du composé C4 a pu être établie comme :

l’Acide-1,5-di-O-cafféoylquinique.

Position H (ppm)
[intergration, m. , J (Hz)]

1
2 1,91-2,65 (2H, m)
3 4,21 (1H, m)
4 3,71 (dd, J = 9,4 ; 3, 4)
5 5,42 (1H, m)
6 1,91-2,65 (2H, m)
7
1'
1''
2' 7,05 (1H, s)
2'' 7,05 (1H, s)
3'
3''
4'
4''
5' 6,77 (1H, d, J = 8,5)
5'' 6,77 (1H, d, J = 8,5)
6' 6,94 (1H, m)
6'' 6,94 (1H, m)
7' 7,56 (1H, d, J = 16)
7'' 7,57 (1H, d, J = 16)
8' 6,30 (1H, d, J = 16)
8'' 6,33 (1H, d, J = 16)
9'
9''
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I. Tests réalisés sur Senecio giganteus Desf.

I. 1. Test antioxydant

Le test antioxydant est réalisé sur l’extrait butanolique de Senecio giganteus ainsi

que les produits purs séparés de cet extrait.

I. 1. 1. Méthode

I. 1. 1. a. Principe

Le dosage des antioxydants par le DPPH est basé sur le protocole mis en place par

Abdel-Lateff et al. [1]. Elle consiste à suivre la réduction du radical libre DPPH (2,2-

diphenyl -1- picrylhydrazyl) par un antioxydant à l’aide de spectrophotométrie UV-visible,

en mesurant la diminution de l’absorbance à 517 nm provoquée par la présence de l’extrait.

Généralement, les mesures de l’absorbance du DPPH des différentes substances

antioxydantes (nos composés et témoin) permettent de déterminer le pourcentage

d’inhibition PI en appliquant la formule suivante :

PI (%) = [A0 – (Ai –Ab)/A0] ×100

Où : A0: absorbance du radical seul (contrôle).

Ai : absorbance du radical après 30 minutes de contact à l’obscurité avec l’antioxydant.

Ab : absorbance du flavonoïde seul (blanc).

Les pourcentages d’inhibition ainsi déterminés, nous permettent de calculer la valeur

du paramètre IC50 (concentration d’inhibiteur) qui représente la concentration de la

substance nécessaire pour diminuer 50% des radicaux libres dans le milieu réactionnel.

Le DPPH est initialement violet, se décolore lorsque l’électron célibataire s’apparie

(Figure IV. 1). Cette décoloration est représentative de la capacité des antioxydants à

piéger ces radicaux libres indépendamment de toute activité enzymatique. Ce test nous

permet donc d’obtenir des informations sur le pouvoir antiradicalaire direct de nos

composés (Flavonoïdes, acides phénoliques).

Figure IV. 1: Forme libre et réduite du DPPH.
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I. 1. 1. b. Protocol

Comme nous avons motionné précédemment, le protocole est basé sur celui mis en

place par Abdel-lateff et al. [1] et adapté sur lecteur de microplaques.

Sur microplaque, les échantillons sont déposés en triplicat à la concentration 0,1

mg/mL et insérée dans le lecteur de microplaques. Une solution de DPPH (5mM) préparé

dans le méthanol est injecté dans chaque puits de la microplaque qui est incubée par la

suite à température ambiante à l’obscurité pendant 30 min. La microplaque est réinsérée

dans le lecteur pour une lecture d’absorption à 517 nm. À la fin, les résultats d’une gamme

étalon réalisée avec du Trolox sont traités sur logiciel Excel.

I. 1. 2. Résultats

Echantillons TE/g
Moyenne

TE/g
écart-type

acide chlorogénique (Sigma lot : 025K1096)
(témoin)

2890 163

Extrait butanolique de S. giganteus 440 63

Jacaranone (S1) Aucune activité

3a-hydroxy-3,3a,7,7a-

tetrehydrobenzofuran-2,6-dione (S2)

Aucune activité

Acide-5-O-cafféoyl quinique (S3) 2562 45

Hyperoside (S4) 5819 32

Quercétine-3-O- -robinobioside (S5) 2076 61

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide (S6) 730 23

Quercétine-3-O- -glucuronide (S7) 2846 60

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-

méthyle ester (S8) 194 48

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-

butyle ester (S10) 836 138

Acide-5-O-cafféoyl quinique butyle

ester (S11) 1717 165

Tableau IV. 1: Résultats du test DPPH réalisé pour la majorité des composés isolés de

l’extrait butanolique de S. giganteus.
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Le Tableau IV. 1 présente les résultats du test DPPH réalisé pour la majorité des

composés isolés de l’extrait butanolique de S. giganteus. Ainsi, il montre que l’hyperoside

(composé S4) est l’antioxydant le plus fort dans cette gamme de composés naturels, alors

que les composés S3 et S7 possèdent un pouvoir antioxydant presque égale à celui de

l’acide chlorogénique, l’antioxydant témoin dans cette expérience. Le Tableau IV. 1

indique également que les composés S5, S6, S10 et S11 possèdent des activités

antioxydantes moyennes (inférieures à celle du témoin) et une activité antioxydante

modérée du composé S8, alors qu’aucune activité n’a été observée pour les composés S1 et

S2. Globalement, la majorité des composés isolés de l’extrait butanolique sont des

antioxydants.

I. 2. Test anti-âge (AGEIB)

Les produits terminaux de la glycations (AGEs ; Advanced glycation and products)

sont issus des réactions non-enzymatiques de Maillard (Figure IV. 2). Chez l’homme, ces

AGEs sont impliqués dans la pathogenèse de nombreuses affections comme les diabètes ou

les maladies neurologiques. Ils sont également à l’origine de certaines altérations

tissulaires et organiques liées à l’âge. Ainsi, des produits pouvant les détruire ou empêcher

leur formation constituent des médicaments potentiels ou de possibles ingrédients de

compléments alimentaires ou produits cosmétiques.
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I. 2. 1. Méthode

Ce test est réalisé pour les composés S2, S3, S4, S6, S7, S8 et S10. L’évaluation

des autres produits isolés de l’extrait butanolique de S. giganteus est en cours de

réalisation.

I. 2. 1. a. Principe

La méthode retenue pour cribler l’activité des produits inhibiteurs ou destructeurs

des AGEs (AGEIB) consiste en la méthode de Vinson et al. [2] à la quelle des

améliorations sont apportées : certains AGEs sont fluorescents ; leur formation à partir de

l’albumine et de sucres réducteurs peut donc être quantifiée par spectrofluorimétrie.

Derbré et al. [3] ont développé une méthode de criblage des AGEIB, en solution, en

plaque 96 puits. Une série d’expériences a permis de définir les conditions du test de

criblage. Elles permettent notamment d’obtenir une quantité maximale d’AGEs en un

temps le plus court possible.

- Détection des AGEs exc370 nm em 440 nm

- Nature et concentration de la protéine : Albumine sérique bovine (BSA) 10 mg/mL

- Sucre réducteur : ribose 0,5 M

- Conditions physiologiques : 37°C / tampon phosphate 50 mM pH 7,4

- Durée de l’incubation : 24 h

I. 2. 1. b. Protocole

Un essai de Mallaird-fluorescence a été développé et optimisé pour le criblage de

chimiothèques de composés chimiques qui sont capables d'inhiber la formation de dosage

AGEs. L’incubation incluse BSA (10 mg / mL) avec le D-ribose (0,5 M) et le composé

testé (3.10-6 à 3.10-3 M) ou extrait (10-6 à 1 mg/ mL) dans un tampon phosphate 50 mM

pH 7,4. Des solutions ont été incubées en microplaque (96 puits) à 37 ° C pendant 24

heures dans un système fermé. La fluorescence AGEs (excitation: 370 nm; émission: 440

nm) a été mesurée en utilisant un spectrofluorimètre Infinité M200 (Tecan, Lyon, France).

Pour éviter des phénomènes de trempe, la fluorescence résultant de l'incubation dans les

mêmes conditions de BSA (10mg/mL) et le composé testé (3.10-6 à 3.10-3 M) ou extrait

(10-6 à 1 mg / ml) a été soust raitepour chaqu e mesur e.Des tests ont été effec tués sur trois

exemplaires. Le contrôle est négatif, soit à 100% d'inhibition de la formation des AGEs se

composait de puits avec seulement BSA. Le Contrôle est positif, à savoir, aucune
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inhibition de la formation AGE se composait de puits à la BSA (10 mg / ml) et D -ribose

(0,5 M). Le dosage de volume final était de 100 / L. La concentration du composé pour

50 pour cent d’inhibition (IC50) a été calculée et comparée à celle de l’aminoguanidine,

composé de référence (2 à 3 mM).

I. 2. 2. Résultats

Echantillons Masse
moléculaire

(mol.g-1)

Résultats
(IC50)

En mol.L-1

Aminoguanidine (témoin) 63
3a-hydroxy-3,3a,7,7a-

tetrehydrobenzofuran-2,6-dione (S2)

168 Aucune activité

Acide chlorogénique (S3) 354 Aucune activité

Hyperoside (S4) 464 1,0.10-4

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide (S6) 492 0,7.10-4

Quercétine-3-O- -glucuronide (S7) 478 1,0.10-4

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-

méthyle ester (S8) 506 1,4.10-4

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-

butyle ester (S10) 548 1,7.10-4

Tableau IV. 2: Résultats du test AGEIB réalisé pour la majorité des composés isolés de

l’extrait butanolique de S. giganteus Desf.

Figure IV. 3 : Chromatogrammes d’inhibition des AGEs des composés isolés de l’extrait

butanolique de S. giganteus.
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Le test anti-AGEs réalisé sur les composés S4, S6, S7, S8 et S10 (Tableau IV. 2)

(Figure IV. 3) a été positif ; seulement 1% des AGEs trouvés dans les mêmes

concentrations (3.10-3M) que le composé témoin, l’aminoguanidine qui présente 50 %

d’inhibition de formation des AGEs. L’acide chlorogenique (composé S3) a montré 49%

d’inhibition de formation des AGEs, inferieure à celle du composé témoin, alors que le

composé S2, n’a montré aucune activité anti-AGEs.

En conclusion, les flavonoïdes séparés de l’extrait butanolique des fleurs de S.

giganteus ont présenté un pouvoir antioxydant très important, comme ils ont montré qu’ils

peuvent être de très bons anti-AGEs.

II. Test réalisé sur Chrysanthemum myconis

II. 1. Test antibactérien

II. 1. 1. Méthode

L’activité antibactérienne est réalisée sur l’extrait butanolique et le composé C1

(Quercétagetine-7-O- -glycoside) séparé de ce dernier de l’espèce C. myconis.

L’activité antimicrobienne du flavonoïde a été évaluée sur 3 souches bactériennes qui

proviennent de l’American Type Culture Collection: Escherichia coli ATCC 25922,

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 et Staphylococcus aureus ATCC 25923.

La culture des bactéries a nécessité l’utilisation du milieu de culture Meuller

Hinton agar (MH) qui a pour provenance (Fluka) ainsi que les milieux de culture, la gélose

nutritive et le bouillon nutritif qui proviennent de l’institut Pasteur d’Alger.

L’activité antibactérienne de l’extrait est réalisée par la technique du contact

direct.

Technique par contact direct

L’étude est réalisée par la méthode de diffusion, qui initialement est conçue pour

les antibiotiques (antibiogramme), mais en substituant les disques d’antibiotiques par

d’autres imprégnés par d’extrait végétal (ou composé pur) (10 µL par disque d’une

solution de 10 mg/mL d’échantillon dans le DMSO).

Les géloses sont préparées au préalable dans des boites de Pétri de 9 cm de

diamètre, l’épaisseur de la gélose est de 4 mm. L’ensemencement des milieux se fait par

écouvillonnage selon les recommandations de l’OMS (Rahal et al., 2005) [4].

Les boites de Pétri sont ensuite incubées à 37°C pendant 18 à 24h. Après ce délai, les

diamètres des zones d’inhibition sont mesurés autour de chaque disque.
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La sensibilité d’un germe est nulle pour un diamètre inférieur ou égale à 8 mm. La

sensibilité est limitée pour un diamètre compris entre 8 et 14 mm. Elle est moyenne pour

un diamètre entre 14 et 20 mm. Pour un diamètre supérieur ou égale à 20 mm le germe est

très sensible (Duraffourd et al., 1990) [5].

Pour savoir si l’effet de l’extrait est bactéricide ou bactériostatique, un prélèvement

à partir de la zone d’inhibition est transféré dans un tube contenant du bouillon nutritif. Ce

dernier est incubé dans une étuve à 37°C pendant 18 h puis examiné à l’ il nu. Un milieu

trouble indique un effet bactériostatique, tandis qu’un milieu clair indique un effet

bactéricide de l’extrait testé.

II. 1. 3. Résultats

1- Extrait butanolique de C. myconis

Les diamètres mesurés pour les trois bactéries utilisées sont :

- Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853: 10 mm.

- Staphylococcus aureus ATCC 25923: 8mm.

- Escherichia coli ATCC 25922: 8mm.

2- Composé C1

Les diamètres mesurés pour les trois bactéries utilisées sont :

- Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853: 0 mm.

- Staphylococcus aureus ATCC 25923: 21 mm.

- Escherichia coli ATCC 25922: 11 mm.

Effet: bactéricide

La quercétagetine-7-O- -glycoside (Composé C1) isolée de C. myconis a été

trouvée en possession d’une forte activité antibactérienne contre la bactérie Staphylococcus

aureus ATCC 25923 et une activité modérée contre la bactérie Escherichia coli ATCC

25922, alors qu’aucune activité n’a été observée contre la bactérie Pseudomonas

aeruginosa ATCC 27853.

En ce qui concerne l’extrait butanolique, il a tété trouvé qu’il possède une activité

modérée contre la bactérie Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853, alors aucune activité

n’a été observée contre les deux bactéries Staphylococcus aureus ATCC 25923 et

Escherichia coli ATCC 25922.
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CONCLUSION

Comme nous avons mentionné au début de cette recherche, notre objectif principal

était la détermination structurale et l’évaluation biologique de substances isolées de

certaines plantes de la flore Algérienne: Chrisantemum myconis L. et Senecio giganteus

Desf. , famille des Astéraceés.

L’utilisation de nouvel outil chromatographique telle que la Chromatographie de

Partage Centrifuge (CPC) pour la purification de l’extrait butanolique des fleurs de Senecio

giganteus Desf., ainsi que les techniques chromatographiques classiques (CC, CCM,

colonne de sephadex LH 20), a mené à la séparation de douze composés dont la plus part

sont nouveaux dans le genre.

En faisant appel aux différentes méthodes modernes d’analyse spectroscopiques,

particulièrement les techniques de RMN (1H, 13C, COSY, HMQC et HMBC), et par

comparaison avec les données de la littérature, nous avons pu identifier les structures de

onze composés comme suit :

Jacaranone (nouveau dans l’espèce)

3a-hydroxy-3,3a,7,7a- tetrehydrobenzofuran-2,6-dione (nouveau dans le genre)

Acide-5-O-cafféoyl quinique(nouveau dans l’espèce)

Quercétine-3-O- -galactopyranoside (nouveau dans l’espèce)

Quercétine-3-O- -robinobioside (nouveau dans l’espèce)

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide (nouveau dans le genre)

Quercétine-3-O- -glucuronide (nouveau dans le genre)

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''-méthyle (nouveau dans le genre)

Isorhamnétine-3-O- -glucuronide-6''- butyle ester (nouveau dans le genre)

Acide-5-O-cafféoyl quinique butyle ester (nouveau dans l’espèce)

(-)-L-chiro-Inositol (nouveau dans le genre)

Le dernier composé est en court d’identification.

L’étude phytochimique des parties aériennes de l’espèce Chrysanthemum myconis

c’est avéré très difficile en utilisant les techniques chromatographiques classiques (CC,

CCM préparative..), voir même impossible. Cette étude a conduit à l’isolement d’une

coumarine, d’un acide phénolique et de deux flavonoïdes glycosylés:
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6-methoxy-7-methylenedioxy coumarine (nouveau dans le genre)

Acide-1,5-di-O-cafféoylquinique (nouveau dans l’espèce)

Quercétine-7-O- -glucoside (nouveau dans le genre)

Quercétagétine-7-O- -glucoside (nouveau dans l’espèce)

L’évaluation biologique de la majorité des produits isolés de l’espèce S. giganteus a

été mise en évidence. Par apport au molécule témoin l’acide chlorogénique (2890 TE/g),

les flavonoïdes glycosylés ont été identifiés comme répondant à l’activité antioxydante

(teste DPPH) en commençant par l’hyperoside qui a montré une grande capacité du

pouvoir antioxydant (5819 TE/g) ainsi que la quercétine-3-O- -glucuronide (2846 TE/g) et

la quercétine-3-O- -robinobioside (2076 TE/g) et en terminant par l’isorhamnétine-3-O- -

glucuronide-6''-méthyle (194 TE/g), qui a présenté une activité antioxydante modérée.

L’acide chlorogénique et son dérivé ester isolés de la dite espèce ont été démontrés pour

être des molécules antioxydantes, alors que la jacaranone et son dérivé lactonique n’étaient

pas actifs.

Le test anti-AGEs appliqué sur la majorité des flavonoïdes séparés de l’extrait

butanolique de S. gigantheus a été positif. Seulement 1 % des AGEs trouvés (3.10-3 M) par

apport au témoin, l’aminoguainidine (3.10-3 M) qui présente 50 % d’inhibition de la

formation des AGEs. L’acide chlorogénique (3.10-3 M) présente seulement 49 %

d’inhibition de la formation des AGEs, alors que, le dérivé lactonique de la jacaranone

n’était pas actif.

La quercétagetine-7-O- -glycoside isolée de C. myconis a été trouvée en possession

d’une forte activité antibactérienne contre la bactérie Staphylococcus aureus ATCC 25923

et une activité modérée contre la bactérie Escherichia coli ATCC 25922, alors qu’aucune

activité n’a été observée contre la bactérie Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853.
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Résumé

Ce travail concerne la détermination structurale et l’évaluation biologique de

substances naturelles isolées de quelques espèces de la famille Asteraceae : Senecio

giganteus Desf. et Chrysanthemum myconis L. Cette étude a mené à l’isolement de douze

composés phénoliques de l’extrait butanolique des fleurs de l’espèce S. giganteus (six

flavonols glycosylées, acide chlorogenique et son dérivé butyle ester, Jacaranone et son

dérivé lactonique, (-)-L-chiro-Inositol) en combinant des techniques de purification

classique et la chromatographie de partage centrifuge (CPC). Le douzième composé est en

cour d’identification. Quatre composés ont été identifiés des extraits polaires des parties

aériennes de l’espèce C. myconis : 6-methoxy-7-methylenedioxy coumarine, acide-1,5-di-

O-cafféoylquinique, quercétine-7-O- -glucoside et quercétagétine-7-O- -glucoside. Les

structures des composés isolés ont été élucidées par l’utilisation de techniques de RMN 1D

et 2D, spectroscopie de masse, spectroscopie UV et hydrolyse acide. La majorité des

composés isolés de l’extrait butanolique de l’espèce S. giganteus ont montré une grande

capacité du pouvoir antioxydant ainsi qu’une forte inhibition de la formation des AGEs. La

quercétagetine-7-O- -glycoside isolée de l’extrait butanolique de C. myconis a été trouvée

en possession d’une forte activité antibactérienne contre la bactérie Staphylococcus aureus

ATCC 25923 et une activité modérée contre la bactérie Escherichia coli ATCC 25922,

alors qu’aucune activité n’a été observée contre la bactérie Pseudomonas aeruginosa

ATCC 27853.

Mots clés : Asteraceae, Senecio, Chrysanthemum, Flavonoïdes, Coumarine, Acides

phénoliques, quinones, Chromatographie de Partage Centrifuge, activité anti-oxydante,

activité anti-AGEs, activité antibacterienne
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Summary

The present work deals with the structural determination and biological evaluation

of some natural compounds isolated from two species of the Asteraceae family: Senecio

giganteus Desf. and Chrysanthemum myconis L. The study led to the isolation of twelve

phenolic compounds from the butanolic extract of flowers of the species S. giganteus (six

glycosylated flavonols, Chlorogenic acid and its derivative butyl ester, Jacaranone and its

derivative lactone, (-)-L-chiro-Inositol ) by combining classical techniques purification and

Centrifugal Partition Chromatography. The last compound is not yet identified. As far as

the species C. myconis is concerned, four compounds were identified in polar extracts of

the aerial parts: 6-methoxy-7-methylenedioxy coumarin, 1,5-di-O-caffeoylquinic acid,

quercetin-7-O- -glucoside and quercetagetin-7-O- -glucoside. The structures of

compounds were elucidated by NMR techniques using 1D and 2D, mass spectroscopy, UV

spectroscopy and acid hydrolysis. The majority of compounds isolated from the butanolic

extract of the species S. giganteus display a powerful antioxidant effect and they showed a

great ability to inhibit the formation of AGEs. The quercetagetin-7-O- -glycoside isolated

from the butanolic extract of C. myconis was found to involve a strong antibacterial

activity against the bacterium Staphylococcus aureus ATCC 25923 and moderate activity

against Escherichia coli ATCC 25922, while no activity was observed against

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853.

Keywords: Asteraceae, Senecio, Chrysanthemum, Flavonoids, Coumarin, phenolic acids,

quinones, Centrifugal Partition Chromatography, anti-oxidant, anti-AGEs, antibacterial

activity
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