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Résumé: 

Chlorella sp. A été signalée comme une source non conventionnelle de protéines et estl'une 

des microalgues les plus utilisées comme additifs pour les améliorer les teneurs nutritionnelles 

des aliments conventionnels. La caractérisation de la chlorelle, d'un point de vue physico-

chimique et nutritionnel, a donné les résultats suivants: 58±2.02 %  de protéines; 19±1.1% de 

glucides avec la présence de glucose, fructose et saccharose, 11.8 ± 1.06% de lipides avec une 

majorité en acide palmitique avec 40,12±0,75% et la présence des acides gras mono et 

polyinsaturés a été notée représentant 31.66%  des acides gras totaux, et enfin 9,11±0.7% de 

cendres avec le Sodium comme composant majoritaire avec 186,9±3,3 mg/g de MS, suivi par 

le Magnésium avec 13,21±1,85 mg/g de MS, mais aussi la présence d'autres minéraux comme 

le fer, l'aluminium, le cuivre, le potassium, le manganèse et le zinc. Pour les pigments, la 

chlorophylle à est présente une valeur de 10,65 ±1.2 mg/g de matière sèche, la chlorophylle b 

et les caroténoïdes avec 7,03±0.6 et 1,32±0.14 mg/g de matière sèche, respectivement. 

Le screening phytochimique a montré la présence de molécules bioactives telles que : tannins, 

carotenoides, flavonoides, alkaloides, chlorophylle, phénols, glycosides and sucres réducteurs. 

Ces dernières ont inhibé la croissance Listeria innocua, Staphylococcus aureus, et E. coli à 

des degrés différents selon la techniques d'extraction. Aussi, Candida albicans, 

Saccharomyces cerevisiae, et Aspergillus niger ont été sensibles aux extraits obtenus avec le 

chloroforme. L'Extraction utilisant le méthanol, éthanol et acétone ont donné les meilleures 

activités. Les combinaisons CEP/éthanol and CEP/acétone ont obtenu les activités 

antioxydantes les plus intéressantes. Le Champ électrique Pulsé a représenté le meilleur pré-

traitement pour l'extraction des molécules bioactives, suivi par les ultrasons. 

L'extraction des lipides de Chlorella sp, ainsi que les observations faites sur le rendement en 

lipides et le profil en acide gras obtenus et la combinaison avec ce dernier, a montré une 

amélioration significative. Les US et leur combinaison ont montré quant à eux des résultats 

non satisfaisants. 

Les résultats obtenus l'élaboration d'une boisson fonctionnelle, par l'enrichissement en 

Chlorelle sous forme de poudre lyophilisée, ont révélé que l’incorporation de la Chlorelle 

dans le jus de fruits à différentes doses (0.5 et 1.5 g/l), influence les paramètres physico-

chimiques du jus: Un taux de protéines de (1,52±0,02 g/l) , sucres totaux (8,22±0,5g/l), pH 

(3,28±0,1) et ESS (8,35±0,2%), cendres (0,02±0 %), chlorophylle a et b (0,831 ±0,001 et 0,97 

±0,008 mg/g) et en caroténoïdes (0,96 ±0,04mg/g). Cependant, la qualité bactériologique n’a 

pas été affectée par l’introduction de la Chlorelle ; en laissant les produits conformes selon la 



reglementation algérienne.Sur la base de six formules de boissons élaborées avec des doses de 

Chlorelle différentes (0.5 et 1.5 g/l), l’analyse des paramètres sensoriels du panel de 

dégustation a révélé que le consommateur a réagi positivement à l'incorporation de la 

Chlorelle. 

Mots clé: Chlorella sp, caractérisation, activité, extraction, Ultrasons, Champs Electrique 

Pulsé, boisson fonctionnelle 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Summary: 

Chlorella vulgaris algae is one of the most important additives for enhancing the nutritional 

qualityof conventional foods, hence positively affecting human health. This algal is known as 

a rich source of protein, fatty acids, fiber, essential vitamins and minerals. 

 

The physico-chemical and nutritional gave the following results: 58±2.02% of proteins; 19 ± 

1.1% of carbohydrates with the presence of glucose, fructose and sucrose, 11.8 ± 1.06% of 

lipids with a majority in palmitic acid with 40.12 ± 0.75% and the presence of mono and 

polyunsaturated fatty acids was noted representing 31.66% of total fatty acids, and finally 

9.11±0.7% of ash with Sodium as the main component with 186.9±3.3 mg/g of DM, followed 

by Magnesium with 13.21±1.85 mg / g of MS, but also the presence of other minerals such as; 

iron, aluminum, copper, potassium, manganese and zinc. For pigments, chlorophyll a is 

present with a value of 10.65 ±1.2 mg/g of dry matter, chlorophyll b and carotenoids with 

7.03±0.6 and 1.32±0.14 mg/g of dry matter respectively. 

 

Intracellular contents soluble in acetone, chloroform, ethanol, methanol, and distilled water 

were extracted in conbinationwith US or PEF or just soaking in the solvent. The extracts were 

screened for phytochemical content and tested for antimicrobial and antioxidant activities. 

They were found to contain bioactive molecules such as tannins, carotenoids, flavonoids, 

alkaloids, chlorophylls, phenols, glycosides and reducing sugars. They inhibited the growth of 

Listeria innocua ,Staphylococcus aureus, and E. coli to varying degrees depending on the 

extraction process. Candida albicans, Saccharomyces cerevisiae, and Aspergillus nigerwere 

all sensitive to the extract obtained using chloroform.  

Extraction with ethanol or acetone gave the best biological activity results overall. 

PEF/ethanol and PEF/acetone extracts had the greatest antioxidant power. Pulsed electric field 

was the best enhancer of extraction of the biologically active substances, followed by 

ultrasound 

Pretreatment of microalgal biomass possessing rigid cell wall is a critical step for enhancing 

the efficiency of lipid microalgal extraction. The innovative pretreatment techniques serve as 

a promising processing tool to extensively enhance the release of intracellular substances 

from microalgae. This work focused on the application of several techniques of pretreatments 

on chlorella cell as pulsed electric field, ultrasound, freeze/thawing, and their combination to 



perform lipid extraction.. The yields extraction were varied from 11.33±1.6 to 15.33± 2.82%. 

PEF assisted method gave the highest yield extraction 

 

The beverage samples had chlorella concentrations ranging from 0.5 to 1.5 g / l, the physico-

chemical analyses showed  different content: protein with (1,52±0,02g/l), total sugars (82.21g 

/ l), pH (3.285) , dry extract (8.353%), ashes (0,0225 %), chlorophyll a and b (0,831 et 0,978 

mg/g) and carotenoids (0,965mg/g).  

 

Word keys: Chlorella sp, characterization, activity, extraction, Ultrasoud, Pulsed Electric 

Field, Fonctionnal beverage 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 :ملخص

 
من أكثر الدراسات عالميا هي حول الطحلب الأخضر وحيدة الخلية المصنفة معترف به عموما من قبل 

. في الولايات المتحدة الأمريكية وتخضع للوائح قانون الغذاء في أوروبا( إدارة الغذاء والدواء) د .غ.إ

 ( ج.م%13,23)الدسم ( ج.٪م47.82)كلوريلا غنية بالبروتين

كيميائية وتغذوية ، مع إعطاء -الكلوريلا من خلال خصائصها ، من وجهة نظر فيزيائيةيمكن معرفة 

٪ من الكربوهيدرات مع وجود الجلوكوز 1.1±  19٪ من البروتينات ؛ 2.02±  58: النتائج التالية

±  40.12٪ من الدهون مع غالبيتها في حمض البالمتيك بنسبة 1.06±  11.8والفركتوز والسكروز ، 

٪ من إجمالى الأحماض الدهنية 31.66يمثل .مع وجود أحماض دهنية أحادية ومتعددة غير مشبعة 0.75٪

من ، يليه / مغ 3.3±  186.9٪ من الرماد مع الصوديوم كمكون رئيسي مع 0.7±  9.11، وأخيرًا 

 من ، ولكن أيضًا وجود معادن أخرى مثل ؛ الحديد والألمنيوم/ مغ  1.85±  13.21المغنيسيوم مع 

/ ملجم  1.2±  10.65بالنسبة للأصباغ ، يوجد اليخضور أ بقيمة . والنحاس والبوتاسيوم والمنغنيز والزنك

من المادة / ملغ  0.14±  1.32و  0.6±  7.03جم من المادة الجافة واليخضور ب والكاروتينات مع 

 .الجافة على التوالي

المضادة )ضية على بعض الأنشطة البيولوجية تأثير الموجات فوق الصوتية والمجالات الكهربائية النب

 .لمستخلصات الكلوريلا التي تم الحصول عليها من عدة مذيبات( للبكتيريا والفطريات ومضادات الأكسدة

التانينات ، الكاروتينات ، الفلافونويد : أظهر الفحص الكيميائي النباتي وجود جزيئات نشطة بيولوجيا مثل

هذا الأخير يمنع نمو ليستريا . ينولات ، الجليكوسيدات والسكريات المختزلة، قلويدات ، اليخضور ، الف

أيضا ، كانت . كولي بدرجات متفاوتة حسب تقنيات الاستخراج.و أ ,ستافيلواكوكوس أوروس, إينوكوا

حساسة لمستخلصات  Aspergillus niger، و Saccharomyces cerevisiaeالمبيضات البيضاء ، 

حصلت . الاستخلاص باستخدام الميثانول والإيثانول والأسيتون أفضل الأنشطة أعطى. الكلوروفورم

. على الأنشطة المضادة للأكسدة الأكثر إثارة للاهتمام CEP / acetoneو  CEP / ethanolمجموعات 

يمثل المجال الكهربائي النبضي أفضل معالجة مسبقة لاستخراج الجزيئات النشطة بيولوجياً ، تليها 

 .فوق الصوتية الموجات

، بالإضافة إلى الملاحظات التي تم إجراؤها على إنتاجية الدهون Chlorella spاستخلاص الدهون من 

أظهر تطبيق حقل . وملف تعريف الأحماض الدهنية التي تم الحصول عليها لكل معالجة مسبقة مستخدمة



الولايات المتحدة ومكوناتها نتائج  أظهرت. كهربائي نبضي في المعالجة والدمج مع الأخير تحسناً ملحوظاً

غير مرضية ، على الرغم من الأدبيات التي تعترف بأن هذه التقنية فعالة في الاستخراج ، وتقليل وقت 

حتى الآن ، تشير دراسات قليلة . الاستخراج وزيادة إنتاجية الدهون من البذور الزيتية والطحالب الدقيقة

ت فوق الصوتية على استخراج الدهون وعلى جودة الدهون المستخرجة إلى التأثير السلبي لطريقة الموجا

 .PUFAsأو ثبات / و 

أظهرت النتائج التي تم الحصول عليها أثناء التحاليل أن إضافة الكلوريلا في عصير الفاكهة بجرعات  

لى ذلك ، لم علاوة ع. يؤثر على المعلمات الفيزيائية والكيميائية للعصير( لتر/ جم  1.5و  0.5)مختلفة 

 .تتأثر الجودة البكتريولوجية بإدخال الكلوريلا ؛ ترك المنتجات متوافقة مع اللوائح الجزائرية

، أظهر (لتر/ جم  1.5و  0.5)ستنادًا إلى ستة صيغ مشروبات تم تطويرها بجرعات مختلفة من كلوريلا

 .مع دمج الكلوريلا تحليل المعلومات الحسية للوحة التذوق أن المستهلك تفاعل بشكل إيجابي

يبدو من النتائج التي تم الحصول عليها أن إثراء المشروبات بإدخال الكلوريلا كانت عملية مشجعة تميل 

 .إلى أن تكون أكثر تطوراً 

تسمح كل هذه المعلومات بمجرد تجميعها بمعرفة أفضل عن هذه الطحالب الدقيقة ، لتكون قادرة على 

مختلفة ، كما أن استهلاكها في الولاية أو كونها مكوناً وظيفياً لعدة أنواع  تكييفها واستخدامها في مجالات

 .من المنتجات الغذائية من بين أمور أخرى ، يسمح بالتحسين ملفه الغذائي

غني جدًا بالمركبات ذات الاستخدامات   Chlorella spتؤكد هذه الدراسة أن الطحالب الخضراء الدقيقة  

وتشمل هذه المركبات مثبطات الكائنات الحية الدقيقة . ية وفي مجال المغذياتالمحتملة في علم الأدو

 .ومضادات الأكسدة
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Introduction générale 

Un des principaux challenges dont la planète fait face en ce 21ème siècle est la sécurité 

alimentaire mondiale qui face à une population qui ne cesse de croître avec des ressources 

naturelles de plus en plus limitées (Torres-Tiji et al., 2022). A cet effet, la FAO (Food and 

Agriculture Organisation)et le Green Deal recommandent ainsi, le passage à un système 

alimentaire global durable et respectueux de l'environnement (Couto et al., 2022). De plus, 

l'augmentation de la demande en aliments sains, durant et après la pandémie de la Covid 19, 

met l'industrie agro-alimentaire dans la nécessité d'utiliser les ressources existantes à bon 

escient pour faire face à cette crise (Wang et al., 2023). 

L'utilisation des microalgues se présente, clairement parmi les solutions durables  pour palier 

à ces problématiques alimentaires actuelles.Les microalgues représentent une importante 

partie des espèces marines, elles appartiennent aux organismes autotrophes qui utilisent 

l'énergie lumineuse et les nutriments inorganiques (dioxide de carbone, azote, phosphore..) en 

de produits à plus haute valeur ajoutée tels que les protéines, sucres et lipides, pigments. 

(Zhou et al., 2022; Markou et Nerantzis, 2013), elles sont aussi considérées comme une 

ressource renouvelable de premier choix pour la production de bioénergies. Ces organismes 

sont consommés depuis des milliers d’années par l’homme.(Nghiem-xuan, 2019). En effet, 

ayant une vitesse de croissance supérieure aux végétaux terrestres et pouvant être produites 

dans des eaux non conventionnelles (eau de mer, eaux saumâtres ou sur des terres arides) et à 

grande échelle, représentant ainsi leur principal avantage, elles éviteraient ainsi la compétition 

avec les cultures vivrières (Liu et al, 2022). De plus, grâce à leur capacité photosynthétique, 

les microalgues peuvent utiliser le CO2 de l’atmosphère ou des fumées de chaudières et 

participent ainsi à la réduction des gaz à effet de serre (Cheah et al., 2015). 

Parmi des milliers d'espèces de microalgues, la Chlorelle est l'une des espèces la plus 

cultivées depuis le début des années 60, une des plus consommées comme "novel food" ainsi 

qu'une des plus étudiées mondialement (Couto et al., 2022). La Chlorella est une algue verte 

unicellulaire classifiée comme GRAS "Generally Recognized As Safe" par la FDA (Food and 

Drugs Administration) aux Etats Unis d'Amérique, et sujette à la régulation de la loi de 

Régulation Alimentaire en Europe “EC) No. 178/2002 du Parlement of the 

Européen)”(Markou, Chentir, & Tzovenis, 2021). 

La Chlorella est riche en protéines (47.82 % MS), lipides (13.32 % MS), sucres (8.08 % MS), 

et des éléments minéraux comme le magnésium (Mg, 344.3 mg/100 g MS ), phosphore (P, 

1761.5 mg/100 g MS ), calcium (Ca, 593.7 mg/100 g MS ), fer (Fe, 259.1 mg/100 g MS ), 
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zinc (Zn, 1.19 mg/100 g MS ), et le sélénium (Se, 0.07 mg/100 g MS ) (Song et al., 2018; 

Tokusoglu & Uunal, 2003). Ainsi, la consommation de la Chlorelleprésente des bénéfices 

potentiels sur le corps humain comme les effets antioxidants, anti-inflammatoires, anti-

cardiaques, antidiabétiques et la régulation du microbiote intestinal (Gateau et al., 2016). Des 

efforts et recherches considérables ont été dévouées pour l'utilisation de la Chlorelladans le 

domaine agro-alimentaire. Cependant, le coût important de la culture production, et le process 

général restent jusqu’a présent des contraintes à resoudre (Loke Show, 2022).Durant les 

dernières décennies, avec l'augmentation des industries de cultures des microalgues, la 

technologie pour cultiver ces dernières a significativement gagné en maturation ainsi 

l'utilisation  des composés bioactifs et des nutriments à partir de la Chlorelleest devenu le but 

principal (Wang et al., 2023). 

La Chlorelle possède une paroi cellulaire multicouches de100 ~ 200 nm d'épaisseur, 

composée de polysaccharides, protéines, et sels inorganiques, par conséquent les nutriments 

dans le cytoplasme ne sont pas facilement disponibles à l’extraction (Ahmed & Kumar, 

2022).Les techniques d'extraction traditionnelles comme le Soxhlet, méthode de Folch, 

l'extraction à l'eau chaude sont utilisées pour obtenir des composés bioactifs solubles à partir 

de la Chlorelle, compte tenu des inconvénients de ces techniques :utilisation de la biomasse 

sèche ou lyophilisée, temps d'extraction relativement long, haute température utilisée et 

l'utilisation de solvants toxiques, extraction non-totale des molécules ciblées et présence de 

molécules indésirables, ainsi que la destruction des molécules thermosensibles, elles sont 

graduellement remplacées par de nouvelles techniques innovantes et émergeantes 

d'extractions, comme par exemple les Ultrasons(US) et les Champs Electriques Pulsés(CEP) 

(Soleimani Khorramdashti, et al., 2021, Ambrozova et al., 2014). En outre, le séchage de la 

biomasse algale est l'une des majeure étape de consommation d'énergie mais aussi une cause 

importante de la perte de composés bioactifs.(Golberg et al., 2016; Gunerken et al., 2015). 

Par conséquent, l'application de ces techniques d'extraction de la biomasse fraiche serait un 

gain de temps et d'énergie, tout en diminuant l'utilisation de solvants chlorés facilitant ainsi la 

libération des composés intracellulaires à des températures basses, limitant la dégradation des 

extraits bioactifs(Poojary et al., 2016).Ces Techniques sont de ce fait, utiles afin de faciliter 

l’accès aux biomolécules intracellulaires, en détruisant la paroi cellulaire tout en préservant la 

fonctionnalité des produits extraits et permettre une libération sélective des molécules cibles. 

Elles doivent également être faciles à mettre en œuvre à grande échelle, et avoir des coûts 

d’investissements et opératoires réduits (Zinkone, 2018). Ces techniques innovantes englobent 
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les extractions assistées par fluide supercritique, haute pressions hydrostatiques, microondes, 

US et CEP. 

L’objectif général de notre étude est l’extraction des bioactifs de la biomasse de la 

Chlorellaefraiche par CEP, US et combinaison des deux techniques (CEP et US). 

Les objectifs spécifiques sont: 

 Caractériser la microalgue Chlorella sp, espèce prélevée dans le sud Algérien, et 

cultivée au niveau du laboratoire sous des conditions déterminées et controlées, 

connaitre sa valeur nutritionnelle et ses spécificités, afin de pouvoir l'incorporer dans 

les différents produits alimentaires  

 Comparer l'efficacité des ultrasons et du champ électrique pulsé sur l'extraction des 

composés bioactifs à partir de Chlorella sp, puis d'effectuer un sceening 

phytochimique des extraits ainsi que d'évaluer quelques activités biologiques des 

extraits obtenus (antibactérienne, antifongique et antioxidante) 

 Evaluer lesdifférents prétraitements pour l'amélioration des extractions des lipides à 

partir de la Chlorelle. La macération, la congélation/décongélation (CD), les Ultrasons 

(US), le Champs Electrique Pulsé (CEP), en application seule ou en combinaison, ont 

été testés pour leur capacité à provoquer la rupture cellulaire afin de faciliter 

l'extraction des lipides selon une méthode modifiée de Bligh et Dyer, utilisant la 

biomasse de la Chlorellasp sous sa forme fraiche, après récolte. Le rendement des 

extractions a été évalué ainsi que les profils des acides gras obtenus ont été analysés 

par chromatographie gazeuse. 

 Elaborer des jus de fruits enrichis avec différentes quantités de Chlorella sous forme 

de poudre, et d’étudier les effets de son incorporation dans l’élaboration d’un jus de 

fruits. Les paramètres physico-chimiques, biochimiques, microbiologiques et 

sensoriels sont analysés pour mettre en évidence l’impact de l'incorporation de la 

chlorelle sur la boisson à base de fruits. 

 

Ce manuscrit donc s'articule autour de 2parties, déclinées en 6 chapitres: 

La première partie, présentent une étude bibliographique, dans laquelle sont présentés 

successivement deux chapitres distincts : le premier introductif, estconsacré aux généralités 

sur les microalgues et la chlorelle, ainsi que les aliments fonctionnels, et le deuxième décrit 
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les techniques utilisées pour les extractions des bioatifs de la chlorelle (conventionnelles et 

émergentes) 

La deuxième partie qui représente la partie expérimentale, est scindée en 3: 

Le chapitre trois, décrit les conditions de cultures, de récolte et une étude sur la connaissance 

de la chlorelle par sa caractérisation, d'un point de vue physico-chimique et nutritionnel. 

Le chapitre quatre quant à lui présente les effets des Ultrasons et Champs Electrique Pulsé sur 

quelques activités biologiques (Anti-bactérienne, anti-fongique et anti-oxydante) des extraits 

de lachlorelle obtenu par plusieurs solvants. 

Le chapitre cinq concerne les effets des techniques citées plus haut, et de leur combinaison, 

sur l'extraction des lipides de Chlorella sp, ainsi que les observations faites sur le rendement 

en lipides et le profil en acide gras obtenus pour chaque prétraitement utilisé. 

Enfin, le chapitre six donne les résultats de l'élaboration d'une boisson fonctionnelle, par 

l'enrichissement en Chlorelle sous forme de poudre lyophilisée. 

En dernier lieu, les conclusions générales à ce travail rappelleront les principaux résultats 

obtenus lors des études réalisées sur les quatre échelles précédemment mentionnées et les 

perspectives induites par les travaux réalisés dans le cadre de cette thèse seront développées. 
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Chapitre 1 : La chlorelle, Novel food 

1.1. Introduction 

Une grande part de la biomasse aquatique est représentée par les protistes eucaryotes; y 

compris les algues dont 127 000 espèces ont été identifiées (Livre Turquoise, 2011). De 

nombreuses autres demeurent encore non identifiées ou non étudiées. Les milieux marins, 

ainsi que les eaux douces ou terrestres sont colonisés par les microalgues de par leur grande 

capacité d'adaptation aux conditions environnementales; Etant des organismes 

photosynthétiques, ces microalgues présentent de nombreuse caractéristiques biochimiques 

intéressantes pour un grand spectre d’applications dans différents domaines à savoir: 

l’alimentation humaine et animale, la production d’énergie (biocarburants) et la production de 

molécules à hautes valeurs ajoutées pour des fins industrielles, notamment dansles domaines 

pharmaceutique et cosmétique. Leur diversité étant prouvée à maintes reprises, seule une 

dizaine d’espèces de microalgues sont cultivées à l’échelle industrielle dont trois espèces sont 

prédominantes : Arthrospira(Spirulina), Chlorella et Dunaliella (Benamor, 2015, Clément-

Laroisiere, 2012). 

La première consommation fut décrite en Chine avec une cyanobactérie du genre Nostoc, puis 

vînt la découverte de la Spiruline en 1325 ou encore Chlorella en 1890 (Spolaore et al.,2005). 

Depuis une dizaine d’années, plusieurs études ont été réalisées sur la capacité des microalgues 

à produire des molécules de hautes valeurs ajoutées via la photosynthèse, ainsi que leur 

pouvoir de bioaccumulation et leur affinité vis-à-vis de certains métaux lourds(Negoro et al., 

1991) 

1.2. Généralités sur les microalgues 

Les microalgues sont des microorganismes aquatiques unicellulaires eucaryotes de forme 

ellipsoïde ou ronde, elles se trouvent dans tous les habitats aquatiques, marins ou d’eaux 

douces. Elles sont souvent connues sous la dénomination de «phytoplancton» (Sumi,2009). 

Elles transforment par le biais de la photosynthèse l’énergie solaire et l’eau en biomasse et 

oxygène. De plus, les algues sont classées selon leur taille (micro et macroalgues), selon leurs 

pigments, les caractéristiques de leurs parois et leurs compositions. 

Les macroalgues connues par «seaweeds»sont généralement visibles à l’oeil nu, cultivées 

pour produire des composants d’intérêt destinés à des applications industrielles. L’existence 

de ces organismes est nécessaire aux écosystèmes en termes de fonction, productivité et 

composition (Guiry, 2008, Dawes et Mathiesen, 2008 ; Littler et Littler, 2000). Les 

macroalgues peuvent être subdivisées en trois groupes selon leur pigmentation : verte, 
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marron, et rouge. Actuellement, les macroalgues sont utilisées dans des procédés de 

transformation pour produire de l’énergie : combustion, pyrolyse et digestion 

anaérobie(biogaz) (Ross et al., 2008).Elles sont aussi utilisées dans l'industrie agro-

alimentaires, pour leur propriétés texturantes, épaississantes, gélifiantes et émulsifiantes car 

renferment des polysaccharides tels que l’alginate, l’agar-agar, les carraghénanes, le 

fucoïdane et le laminarine (Chouana, 2017). 

Contrairement aux macroalgues, les microalgues sont de l’ordre du micromètre, algues 

unicellulaires, séparées ou en colonies et se développent principalement en suspension dans 

des solutions aqueuses (Wen et Johnson, 2009). Les microalgues présentent différentes 

formes: souvent sphériques (Porphyridium), de gouttelette (Chlamydomonas), de filament 

(Spirulina), de spirale (Arthrospira), et même d’étoile (Staurastrum) (Sumi 2009). Grâce à 

leurs pouvoir d’adaptation et de survie, elles sont aptes à vivre dans plusieurs milieux, 

notamment eaux salées, douces, saumâtres et même dans des eaux usées. Elles peuvent 

également se développer sur des surfaces rigides, telles que les troncs d’arbre, les structures 

immergées ou les murs (Becerra Celis, 2009). Elles peuvent aussi produire des quantités 

importantes de lipides, de sucres et de protéines grâce à la photosynthèse. 

 

Figure  1.1 : Diversité morphologique des microalgues (Sumi, 2009). 

A : Gephyrocapsa ; B : Haematococcus lacustris ; C : Spirulina platensis ; D : Chlorella 

vulgaris ; E : Dunaliella tertiolecta ; F : Chaetoceros calcitrans ; 

H : Dinophysis acuminate ; I : Alexandrium ; J : Bacillariophycea ; K : Raphidophceae ; L : 

Botryococcus (La longueur du trait dans chaque figure représente 10μm). 
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Un peu plus de 15 000 tonnes de matière sèche de microalgues par an sont produite à l'échelle 

mondiale (Tableau I.1), représentée par  Arthrospira (Spirulina) platensis avec (~7 000 t/an) 

qui est l’espèce la plus cultivée industriellement, suivie (~4 000 t/an) et (~2 000 t/an). 

pourChlorella sp. etDunaliella salina, repectivement. Nous pouvons citer par la suite, les 

espèces dont la production est moindre, mais possédant un intérêt certain, comme: 

Haematococcus pluvialis, Nannochloropsis sp., Odontella aurita et Isochrysis galbana 

(Spolaore et al., 2006 ; Mata et al., 2010).Il est à noter qu’une pléthore de molécules peuvent 

ainsi être produites telles que des protéines, des acides aminés, des sucres et polysaccharides, 

des vitamines, des antioxydants, des pigments, ou encore des acides gras polyinsaturés à 

longues chaînes comme le DHA ou l’EPA (Mata et al., 2010) 

 

Tableau   1.1Production mondiale des microalgues (d’après Spalaore et al., 2006) 

Algue Pays producteurs Produits et applications 

Spirulina Chine, USA, Inde, Japon Nutrition humaine et animale, Phycobiliprotéines, 

cosmétiques 

Chlorella Taiwan, Allemagne, 

Japon 

Nutrition humaine, aquaculture, cosmétique 

Dunaliella Australie, USA, Chine Nutrition humaine, b carotene, cosmétique 

 

Les microalgues peuvent être utilisées dans plusieurs domaines (figure 1.2).Le principal axe 

de commercialisation des microalgues reste la nutrition humaine, qui peuvent être utilisées 

entières ou bien transformées, sous forme de complément alimentaire en raison de leur 

composition riche en protéines, acides gras polyinsaturés, pigments, vitamines et sels 

minéraux, ou comme colorant alimentaire naturel (Spolaore et al., 2006), Certains pigments 

sont aussi utilisés comme colorants alimentaires (β-carotène, phicobiliprotéines), (Milledge, 

2011).Elles peuvent être aussi utilisées pour la nutrition animale en particulier en aquaculture 

(Marchetti et al., 2012)ou en industrie cosmétique, produits à base de molécules bioactives 

issues de ces micro-organismes, à savoir: produits solaires, maquillage, soins anti-âge et 

hydratants, ou capillaires (Spolaore et al., 2006). De plus, il existe aussi la possibilité de 

développer de nouveaux principes actifs médicamenteux (nutraceutique) à base de 

microalgues (Ghosh et al., 2015),ayant des propriétés antifongiques, antibactériennes, 

antivirales et antihistaminiques. 

 



Chapitre 1 La chlorelle, Novel food 

8 
 

 

Figure  1.2 : Applications potentielles des microalgues modifié de (Enamala et al., 2018) 

Enfin, dans le secteur de l'Environnement et l'énergie, on a recensé aussi l'utilisation de 

microalgues pour le traitement des effluents liquides, traitement des métaux, traitement des 

effluents gazeux ainsi que la production d’énergie (Zinkone, 2018). 

1.3. La Chlorelle 

1.3.1. Définition et origine 

Le nom Chlorella provient du mot grec ‘’chloros’’ (Χλωρός), qui signifie vert, et le suffixe 

latin ‘’ella’’ se référant à sa taille microscopique. C'est une microalgue unicellulaire d’eau 

douce  présente sur terre depuis la période précambrienne il y a plus de 2,5 milliards d'années 

et depuis lors son intégrité génétique est restée constante. Elle fut découverte en 1890 par un 

microbiologiste hollandais Martinus Willem Beijerinck. Au début des années 1900, la teneur 

en protéines de Chlorella (>55% de poids sec) a attiré l'attention des scientifiques allemands 

en tant que source nutritionnelle non conventionnelle. Dans les années 1950, la Carnegie 

Institution de Washington a repris l'étude et a réussi à développer cette micro-algue à grande 

échelle pour réduire les émissions de CO2. Actuellement, le Japon est le leader mondial dans 

la consommation de la Chlorella et l'utilise entre autres pour le traitement médical. 
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1.3.2.Morphologie 

La Chlorella est une cellule microscopique sphérique de 2 à 10 μm de diamètre et possède de 

nombreux éléments structuraux similaires aux plantes. 

 

Figure  1.3 :Cellules de Chlorella vulgaris CCAP 211/11B observées au microscope optique 

(Culture collection of algae and protozoa, Royaume-Uni) 

1.3.3. Reproduction 

La chlorelle est une cellule non mobile (autospore) qui se reproduit rapidement de façon 

asexuelle. Ainsi, dans les 24 heures, une cellule de chlorelle cultivée dans des conditions 

optimales se multiplie par auto sporulation, qui est la reproduction asexuée la plus commune 

chez les microalgues. De cette manière, quatre cellules filles ayant leur propre paroi cellulaire 

sont formées à l'intérieur de la paroi cellulaire de la cellule mère (figures 4) (Safi et al., 2014). 

 

Figure  1.4 : Un schéma représentant les différentes phases de la formation de la paroi 

cellulaire de la cellule fille chez Chlorella vulgaris : a) la phase précoce de croissance 

cellulaire ; (b) la phase de croissance cellulaire tardive ; (c) la phase de division 
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1.3.4. Culture de la chlorelle 

1.3.4.1.Conditions de la culture 

Lors de la culture des micros algues, des paramètres très importants doivent être pris en 

compte, à savoir:  

a) Energie lumineuse 

Comme tout organisme photosynthétique, la chlorelle trouve sa source d’énergie dans la 

lumière, facteur indispensable à la photosynthèse, qui se produit à des longueurs d’ondes 

comprises entre 400 et 700 nm correspondant à la gamme du «rayonnement 

photosynthétiquement actif», provoquant la reproduction des cellules et augmentent ainsi la 

concentration cellulaire (Greque de Morais et al., 2015).La lumière agit aussi sur la vitesse de 

croissance et aussi sur la composition de la biomasse produite. En son absence ou en excès, 

aucune production de matière organique est remarquée. Les conditions optimales lumineuses 

alternent des périodes lumineuses et d'ombre (Celis, 2010). Une exposition à la lumière 

artificielle, peut être utilisée pour la production du spectre de lumière correspondant à 

l’absorption spécifique des pigments souhaités.(Benamor, 2015) 

b) Température 

La gamme de température la plus appropriée dépend de l’espèce de microorganisme cultivé. 

Le changement de température affecte la composition en acides gras(AGs) des membranes 

cellulaires, qui assurent la stabilité et la fluidité des membranes (Richmond, 2007), ainsi que 

le métabolisme des AGs, en transformant de la forme insaturée vers saturée. Chez certaines 

espèces, une diminution de la température favorise une augmentation des AGs insaturés et 

vice-versa (par exemple Spirulina platensis, Chlorella vulgariset Botryococcus braunii) 

(Sushchik et al., 2002). Des changements dans le taux des pigments (l’astaxanthine, β-

carotène et cantaxanthine) ont été également observés lorsque la température a augmenté. 

Cependant pour la Chlorelle une température de 25°C serait idéale pour sa croissance. 

c) Agitation 

Pour l'obtention de productivité importante de biomasse, l’agitation lors de la culture des 

microalgues, est indispensable. Cette dernière permet de mieux éclairer les cellules, de 

favoriser l’apport enCO2 en améliorant le transfert gaz-liquide et d’éliminer l’oxygène produit 

qui pourrait être toxique à la culture. L’agitation est réalisée fréquemment en injectant le gaz, 

air ou air enrichi en CO2 dans le réacteur sous forme de fines bulles, ce qui crée une 
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circulation du liquide dans le système(Converti et al., 2006).Cependant, sur des cultures à 

faibles densités cellulaires, l’agitation n’a pas uneffet significatif sur la productivité de la 

biomasse contrairement à celle aux densités plus importantes (Richmond, 2007; Eriksen, 

2008). De plus, le débit d'injection du gaz peut endommager les cellules s'il est élevé, ce qui 

risquent le cisaillement des cellules par les bulles(Eriksen, 2008). 

d) Dioxyde de carbone 

La biomasse de microalgues est composée de 45 % à 50 % de carbone donc 1,65 et 1,8 kg est 

absorbé par un kilograme de microalgue. (Doucha et al., 2005).  

Une injection d’air enrichi en CO2,qui est un élément nécessaire pour la photosynthèse dans la 

culture, favorise la croissance des algues, à des concentrations variant entre 1 et15%(v/v) 

(Skjanes et al., 2007). 

e) Eléments minéraux 

Selon Ben Ayed, (2015)., les éléments minéraux les plus importants sont; 

- L’azote est principalement utilisé pour la synthèse protéique. Chez la Chlorelle une 

augmentation de la concentration en azote dans le milieu entraîne une augmentation de la 

biomasse, de la quantité de protéines et de chlorophylle par cellule 

-Le phosphore est habituellement fourni sous forme d’ortho-phosphate et joue un rôle 

important dans le transfert d’énergie et dans la biosynthèse des acides nucléiques des cellules. 

Chez la Chlorelle, le phosphate a une propriété détoxifiante. Sa présence dans le milieu de 

culture permet de réduire la toxicité intracellulaire des métaux par la formation des 

polyphosphates qui se lient aux métaux et réduisent leur toxicité en maintenant un faible 

niveau cytoplasmique des métaux. 

-Le magnésium est un métal essentiel pour la croissance des algues, il joue un rôle important 

dans la photosynthèse. Le Magnésium est en effet un élément central de la molécule de 

chlorophylle. Il est impliqué dans l’agrégation des ribosomes dans les unités fonctionnelles et 

dans la formation de catalase 

f) pH 

Le pH dépend principalement de la concentration en carbone inorganique dans le milieu, sous 

forme de CO2, acide carbonique (H2CO3), bicarbonate (HCO3
-
), carbonate (CO3

2-
). Certaines 
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espèces de Chlorella peuvent tolérer un pH très bas jusqu’à 3,0; mais pour d'autres un pH 

final élevé (11) peut inhiber la croissance (Yeh et al., 2010 ; Mayo etal., 1997). 

1.3.4.2.Milieu de culture 

Le milieu le plus utilisé pour la culture de la chlorelle est Bold's Basal Medium (BBM). C’est 

un milieu de sels inorganiques largement utilisé pour la culture d'algues planctoniques d'eau 

douce.  

1.3.4.3.Techniques de culture 

1.3.4.2.1.Mode de culture 

D’une façon générale, il existe deux modes d’opération pour cultiver les micros algues : 

 Mode batch : Un inoculum de micro algues est ajouté à un volume de milieu. Durant 

toute la culture, les éléments essentiels ajoutés vont être consommés par les algues et 

leurs concentrations vont diminuer dans le milieu. Quand la concentration de biomasse 

désirée est atteinte, la culture est arrêtée et la biomasse est récoltée (Ben Ayed, 2015). 

Dans ce mode opératoire, on peut observer cinq phases de croissance. 

Phase 1 « La phase de latence »: les cellules s’adaptent aux nouvelles conditions 

de culture. 

Phase 2 « La phase d’accélération »: les cellules ont accumulé des 

composésintracellulaires et ont doublé leur matériel génétique. La population 

commence à croître via la reproduction végétative. Les cellules se divisent en deux 

cellules filles identiques contenant chacune la moitié du contenu de la cellule mère et 

elles-mêmes se diviseront ensuite en deux (Andersen, 2005). 

 

Phase 3 « La phase exponentielle » : les cellules se multiplient très vite en observant 

une croissance exponentielle en fonction du temps. La vitesse de croissance de la 

culture est maximale. Les conditions du milieu sont optimales pour la croissance 

cellulaire. 

Phase 4 « La phase stationnaire » : la concentration des microalgues reste constante. 

Un des éléments essentiels manque (lumière, azote, phosphore, carbone…) ; la vitesse 

de croissance diminue et compense juste la mortalité. 

Phase 5 « La phase de déclin »: le taux de croissance est négatif, la majorité des 

cellules ont épuisé leurs réserves intracellulaires ce qui engendre une diminution de 
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cellules viables pour la reproduction. Certaines espèces de microalgues sont aptes de se 

mettre en dormance cellulaire lorsque les conditions environnementales sont 

défavorables. Elles pourront reprendre une activité métabolique lorsque les conditions 

seront à nouveau propices à leur développement(Richmond, 2004). 

-Mode continu : L'apport de milieu de culture frais se fait continuellement dans le réacteur 

l’excès sera éliminé par surverse, afin que le volume de la culture reste constant. Les cultures 

en continus ou semi-continus ont montré plus de productivités comparés à celles en Batch 

(Ceron-Garcia et al.,2012; Filali et al., 2011; Sun et al., 2009;Wang et al.,2013). Le but de la 

culture en continu est de maintenir la concentration cellulaire à l’intérieur du réacteur stable. 

La culture est débutée en mode batch jusqu’à ce que la concentration cellulaire souhaitée soit 

obtenue, puis le milieu de culture est injecté en continu. Ainsi, théoriquement, la culture se 

trouvera continuellement en phase exponentielle de croissance (Andersen, 2005). 

1.3.4.2.2. Les réacteurs de culture 

Les systèmes de production de microalgues sont contrôlés afin d’obtenir des productivités 

élevées. Aujourd’hui, ils peuvent être divisés en systèmes de culture à ciel ouvert ou « 

openponds » et systèmes fermés appelés photo-bioréacteurs (Ahsan et al.,2008). 

De nos jours, la production de microalgues à grande échelle est surtout développée dans 

lessystèmes à ciel ouvert. Les pays producteurs de microalgues sont Israël, les États-Unis, 

laChine, la Thaïlande, le Viêt-Nam et Taïwan. La moyenne de la productivité de 

biomassesèche est de 10 à 25 g m-2 jour-1, avec des concentrations de l’ordre de 0.5 g L-1 

(Lee, 2001; Becker,1998). 

Les photobioréacteurs, sont des récipients fermés, fabriqués en matériaux transparents 

pourpermettre à la lumière de pénétrer à l’intérieur de la culture. Leur conception est 

optimiséede façon à avoir une bonne exposition à la lumière et ils permettent de contrôler tous 

lesparamètres de culture : pH, température, oxygène, agitation etc…. 

Actuellement, ils existent plusieurs configurations de photo-bioréacteurs tels que les réacteurs 

tubulaires qui consistent en un ensemble de tubes transparents en verreou d’acrylique. 

Généralement, ils fonctionnent en boucle fermée, la culture étantconstamment recyclée. Le 

milieu de culture, le gaz carbonique peuvent être introduits encontinu ou non. À la fin du 

cycle, la biomasse est récupérée (Richmond,2007). Il estpossible de réduire le diamètre des 

tubes pour maintenir le ratio surface / volume le plus élevé possible. Ce type de photo-

bioréacteur permet une bonne agitation, il est simple et trèsfacile à nettoyer (Wang et al, 

2013). 
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1.3.4.2.3. Mise en culture et maintenance 

La souche mère est obtenus par transfert de l'inoculum sur gélose nutritive ; les tubes gélosés 

sont conservés à 4° C à l'obscurité et repiqués trimestriellement. Ils permettent 

l'ensemencement de milieu liquide en flacon d'Erlenmeyer (stade pré-culture), puis le passage 

par repiquage au dixième à des cultures en bouteilles de 1 L ou en flacons d'Erlenmeyer de 

500 ml. Le contrôle sanitaire de la souche est réalisé par observation microscopique, 

coloration de Gram et développement sur milieu Infusion Broth de Biomérieux (IB) 

(Naessens, 2013). 

1.3.5. Récolte 

La récolte des microalgues de leur milieu de culture peut être effectuée enutilisant différentes 

méthodes, et cela dans le but d’une récupération et concentrationefficaces de cette biomasse. 

Par conséquent, le choix du processus devrait être pour unerécolte atteignant une 

concentration élevée tout en nécessitant des coûts defonctionnement, d’énergie et de 

maintenance modérés. Cependant, il n’existe pas uneméthodes universelle vue qu’elle dépend 

de la nature de l’espèce microalgale et aussi duproduit final, à savoir ses spécificités et ses 

propriétés (Barros, et al., 2015). 

1.3.5.1 Centrifugation 

La force centrifuge permet la séparation des microalgues de leur milieu de culture. Cette 

technique permet d’avoir 10 fois plus la concentration initiale d’une suspension de microalgue 

(Sadi, 2012). Elle est connue pour sa rapidité et son efficacité à 95 %. C'est la méthode la plus  

courante à l’échelle industrielle car elle traite de grands volumes en peu de temps. Cependant, 

cette technique peut être nuisible à certaines espèces. Elle représente 20-30 % du coût total de 

production de biomasse qui la rend difficilement réalisable économiquement (Chen, et al., 

2011;Molina Grima, et al., 2003). 

1.3.5.2. Floculation 

La floculation est la mise en suspension les particules qui s'agrègent pour former de grosses 

particules à sédimenter. Elle peut se produire naturellement (auto ou biofloculation) dans les 

milieux de culture exposés au soleil, provoquée par l’assimilation du CO2, des nitrates et des 

phosphates qui causent l’augmentation du pH, permettant aux cellules de se rejoindre afin de 

former des agrégats. La flocculation peut se faire par l’ajout d’hydroxyde de sodium qui est 

un produit non couteux permettant d’avoir le pH voulu et la précipitation de la biomasse 

(efficace à 90 %) dans un peu de temps (Vandamme, et al., 2012), ou alors, d’un floculant qui 
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peut être un polymère anionique ou cationique, synthétiques ou naturels, sinon elle peut être 

réalisée par l’ajout des bactéries au milieu de culture, cependant leur croissance demande une 

source d’énergie et peut être même des substrats organiques supplémentaire, une chose qui 

favorise l’incidence des contaminations bactérienne et fongique sur les microalgues (Barros et 

al., 2015). 

La floculation est considérée peu coûteuse et consomme peu d’énergie, ce qui rend cette 

technique de récolte une alternative attrayante, ainsi qu’elle peut être plus efficace en se 

combinant à la sédimentation ou à la filtration. 

1.3.5.3. Sédimentation 

La sédimentation par gravité est une technique de séparation, elle se base sur ladensité des 

cellules de microalgue en suspension par une formation d'un dépôt de cesparticules dans la 

partie inferieure d'un bassin de sédimentation, ainsi elle peut êtreaméliorée par l'utilisation des 

séparateurs à lamelles. L'efficacité de ce processus est fortement liée à la taille et la densité 

des cellules qui influent sur la vitesse de la décantation, étant donné que les microalgues de 

faible densité ont tendance à ne pas être sédimenté facilement et plus rapidement, ça peut 

causer une dénaturation de quelques cellules. L'ajout d'un floculant est fréquemment réalisé et 

considéré comme une pré-récolte pour une amélioration de l'efficacité de cette technique en 

terme de concentration et vitesse de sédimentation avec un taux plus élevé (Chen et al., 2011; 

Uduman, et al., 2010). 

1.3.5.4. Flottation 

Le phénomène de flottation des microalgues dans leurs milieux de culture peut être naturel 

lorsque leur teneur en lipides augmente. Ce processus permet de récupérer un concentré 

présentant 1 à 6 % de matière sèche, et peut être effectué par dissolution d'air dans le milieu 

de culture afin de créer des bulles de 10 à 100 μm, qui se lient sur les cellules et permettent le 

transport et la formation des flocs à la surface de milieu de culture. (Chen et al., 2011). La 

flottation a été appliquée avec succès à la séparation des microalgues d’eau douce, telles que 

Chlorella. vulgaris, et considérée comme une méthode de récolte à grande échelle 

prometteuse et peu coûteuse (Liu, et al., 1999). 

1.3.5.5. Filtration 

Cette méthode implique le passage de la suspension microalgale à travers un filtre sur lequel 

les cellules de microalgue se concentrent constamment, et peut être de plusieurs types tel que 

la microfiltration, la filtration sous vide, sous pression, l’ultrafiltration et la filtration à 
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fluxtangentiel. Le choix du processus approprié dépend principalement de la taille de lacellule 

microalgale à récolter. Néanmoins, les molécules solubles telles que les exopolysacharides 

(PSE), généralementsécrétées par quelques microalgues dans les conditions de stress, 

génèrent le phénomèned'encrassement sur la membrane et représentent une des limites 

majeure du processuspar l'augmentation du flux et l'exigence d'élimination par un nettoyage 

chimique (Rossiet al.,2008). Enfin, l'inconvénient majeur et le coût et la consommation 

d'énergie, pour le pompage de la biomasse ainsi qu'un remplacement des membranes usées 

(Show et Lee, 2014). 

1.3.6. Composition nutritionnelle 

1.3.6.1. Macronutriments 

Lorsque laChlorelle est séchée et réduite en poudre, elle renferme près de 42-58 % de 

protéines (Seyfabadi et al., 2011; Servaites et al., 2012; Safi et al., 2013), cette quantité varie 

selon les espèces et les conditions de culture. La qualité nutritionnelle des protéines est 

déterminée par le profil en acides aminés (Safi et al., 2013; Becker, 2007), qui consiste pour 

la chlorelle en acides aminés essentiels et non-essentiels, la comparant favorablement au 

profil pour la nutrition humaine proposée par la FAO  (Food and Agricultural Organization) et 

l'OMS (Organisation Mondiale de la Santé) (Ibrahim et Elbaily, 2020) 

Les lipides sont présents entre 5-40% pour le genre Chlorella (entre acides gras 

essentiels et polyinsaturés), dans des conditions de culture optimales, et peuvent avoisiner les 

58% avec des conditions défavorables (Stephenson et al., 2009; Mata et al., 2010). Ces 

valeurs peuvent varier à la hausse pour certaines espèces à paroi rigide, en applicant une 

méthode de destruction cellulaire (Chen et al., 2011) 

Pour les glucides, ils varient entre 12-55% (Choix et al., 2012), dont du glucose, fructose et 

saccharose. Son apport calorique est de 400 kcals par 100 g.La composition générale de la 

chlorelle en poudre (%) est représentée dans le tableau 1.2. 
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Tableau   1.2Composition des macronutriments de la chlorelle en poudre (%MS) (Ibrahim et 

Elbaily, 2020; Safi et al., 2014). 

Eléments % 

Protéines 42-58% 

Acide aminé 
 (g/100g) 

Glycine 1,4-2,3 

Alanine 2,0-3,1 

Valine 1,5-2,3 

Leucine 2,1-3,0 

Isoleucine 1,0-1,8 

Phénylalanine 1,1-2,1 

Tyrosine 0,8-1,4 

Proline 0,9-1,5 

Histidine 0,7-1,1 

Tryptophane 0,1-0,4 

Serine 1,1-1,7 

Thréonine 1,3-2,0 

Cystéine 0,3-0,4 

Méthionine 0,5-0,8 

Arginine 1,4-3,0 

Lysine 1,4-2,3 

Acide Asparaginique / Asparagine 2,1-3,5 

Acide Glutaminique / Glutamine 3,1-5,6 

Glucides 12 - 55% 

Saccharose 1,25(g/100g) 

Glucose 0,58 

Fructose 0,06 

Lipides 5-40% 

Acides gras <1 (mg/100g) 

Acide alpha 

Linoléniques (oméga 3) 
150-800 

Acide Oléique 310-1300 

Acide Linoléique (oméga 6) 150-800 

Acide Palmitique 300-700 
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1.3.6.2. Micronutriments 

La chlorelle contient une importante quantité de vitamines et de minéraux, à hauteur 10% par 

rapport à son poids. D'après les données de l'agence française de sécurité sanitaire des 

aliments (AFSSA), il est possible de trouver dans 100 grammes de chlorelle en poudre, une 

variété de minéraux et vitamines comme montré dans le tableau 1.3  

Tableau   1.3Composition des micronutriments de la chlorelle en poudre (mg pour 100g de 

MS) (AFSSA, ;Higdonet al., 2009) 

Micronutriments Quantité en mg pour 100g de MS 

Vit A 11  

Vit B2 3.6  

Vit B12 0.2  

Vit C 30  

Vit E 11  

Vit K 0.5  

Calcium 600  

Magnésium 400  

Fer 60  

Potassium 2900  

Sélénium 10 mg 

 

On peut aussi retrouver: 

 1-3 % de chlorophylle, pigment responsable de la coloration verte de cette algue et 

situé dans les thylakoides. (Ibrahim et Elbaily, 2020) Les caroténoïdes sont aussi 

retrouvés dans les pigments de la Chlorelle, représentés essentiellement par le β-

carotène. Ces pigments jouent le rôle d'anti-oxydants (Gouveia et al., 2005). 

Acide Stéaridonique 60-450 

Acide Stéarique 20-300 

Acide Palmitoléïque 40-300 

Acide Laurique 1-80 

Acide Myristique 50-100 

Acide Arachidonique 10-15 
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 5 % de fibre par rapport à son poids, qui est non assimilables par l'organisme, dont la 

cellulose. Cette dernière enveloppe les toxines, les métaux lourds, les graisses et autres 

substances non digérés par l'organisme et les évacue par voie naturelle. 

La chlorelle contient aussi des enzymes comme des porphyrines: activateurs du 

métabolisme cellulaire, de la sporopollénine, qui aide à la détoxication, ce composé 

naturel le plus résistant au monde, uniquement dans le pollen et des algues 

unicellulaires, de la chlorelline qui joue le rôle d'antibiotique naturel. (Bernard, 2010) 

1.3.7. Intérêt thérapeutique et contre-indication 

Chlorella peut être prise seule ou en conjonction avec des médicaments. Aucun effet 

secondaire négatif n'a été observé lors de son utilisation (Bewicke et Potter, 2009). Elle est 

tout de même déconseillée pour les enfants sensibles aux moisissures (Ohkawa et al., 1995) et 

aux personnes souffrant d'hypertension artérielle. Sans oublier, les interactions de la chlorelle 

interagit avec les médicaments antiplaquettaires, anticoagulants, statines, anti-inflammatoires 

(Halperin et al., 2003). 

Evidemment, la Chlorelle revêt de multiples bienfaits thérapeutiques grâce à sa richesse en 

nutriments. 

-  Supplément à l'alimentation : par sa richesse nutritionnelle, elle reste très 

conseillée pour les sportifs, les enfants en croissance, les personnes 

convalescentes et les sujets souffrant de carences nutritionnelles.  

-  Régénérateur cellulaire Grâce à son facteur de croissance ‘Chlorella 

Growth Factor’ (CGF).  

-  Efficacité contre la fibromyalgie  (Merchant et al., 2000). 

-  Détoxifiant puissant. (Nakano et al., 2005). 

- Action contre l'hypertension artérielle  (Merchant et Andre, 2001). 

- Remède anti cancer  (Wu et al., 2005). 

              - Application de la chlorelle dans le domaine agroalimentaire: En effet, elle 

est riche en caroténoïdes utilisés comme colorants alimentaires, en protéines, en 

vitamines, en minéraux, acides aminés essentiels et possède des propriétés 
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antioxydantes (Clément-Laroisière, 2015; Gouveia et al., 2008 ; Mizoguchi et al., 

2008).  

- Application de la chlorelle dans l'alimentation animale: Chlorella vulgaris est aussi 

largement utilisée dans l’aquaculture pour nourrir les larves de mollusques et des 

rotifères,  complément alimentaire pour les volailles pour son effet positif sur la 

qualité des oeufs (Clément-Laroisiere, 2015, Halle et al., 2009;Muller-Fuega, 2000). 

               - Domaine cosmétique: Chlorella est de plus en plus exploitée dans le domaine 

cosmétique (Stolz et Obermayer, 2005), grâce à son activité antioxydante (Gouveia et 

al.,2008; Pulz et al., 2004).  

I.4. Les composés bioactifs de la Chlorelle 

Plusieurs études ont été conduites pour enquêter sur les métabolites des microalgues pour 

comprendre leur nature et chercher des potentielles utilisations dans différents domaines utiles 

à l'homme. Le screening des extraits de microalgues ainsi que l'isolement des métabolites, est 

une méthodes connue pour évaluer les activités biologiquess de ces composants. Les 

microalgues sont reconnues pour etre une source de ces biocomposés d'intéret 

commercial(Volk et Furkert, 2004).Ces composés actifs à partir de microalgues peuvent être 

soit des métabolites primaires comme les protéines, les acides gras, les vitamines et les 

pigments, soit, synthétisés à partir de métabolites secondaires. Ces composés pourraient avoir 

des activités anti-fongiques, antialgaux, antiviraux, anti-enzymatiques ou anti-biotiques 

(Volk, 2008). La majorité de ces produits (cyanovirin, acide oleique, acide linolenique, acide 

palmitoleique, vitamines E, B12, 𝛽-carotène, phycocyanine, lutéine, and zéaxanthine) ont 

prouvé des capacités antioxidantes, et anti-inflammatoires (Markou et Nerantzis ,2013; Ibanez 

et al., 2013; Harun et al., 2010; Smee et al., 2008)  

Cette diversité résulte en beaucoup d'applications potentielles dans des domaines 

biotechnologiques, comme la production de biocomposés utilisés en agro-alimentaire, 

médecine, cosmétique et en pharmacologie et même dans l'industrie de l'énergie (Kolympiris 

et al., 2014). La Chlorelle contient des substances bioactives avec des propriétés médicinales, 

qui durant des études expérimentales ont reporté des effets: antitumoral, anticoagulant, 

antibactérien, antioxidant, and antihyperlipidémiant en plus de propriétés hepatoprotectives et 

immunostimulantes d'hydrolyzat d'enzymes protéiques (Li et al., 2013; Medina-Jaritz et al., 

2013, kokou et al. 2012;, cha et al., 2010 Plaza et al., 2009). Ces hydrolats pourraient être 

développés dans des aliments fonctionnels avec des activités immunostimulantes, qui étaient 
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démontré in vivo (Morris et al., 2007). De plus, le mécanisme hypocholesterémiant de la 

chlorelle a été étudié par Shibata et al. (2007). 

Chez le genre Chlorella, on note la présence de plusieurs types de molécules bioactives tels 

que: les composés phénoliques, les terpénoïdes, les alcaloïdes, les phytols, les phénols, la 

lutéine et l'astaxanthine. (Mostafa, 2012; Costudio et al., 2012).Un des plus important des 

molécules bioactives chez Chlorella est le 𝛽-1,3 glucan, un immunostimulateur actif qui 

réduit les radicaux libres et le cholestérol sanguin. L'efficacité de ce composé contre plusieurs 

pathologies a été prouvée dans plusieurs études (Spolaore et al., 2006). 

Pléthore de composés antioxydants pourraient être responsables des activités fonctionnelles 

de la chlorelle comme la lutéine, 𝛼-carotène, 𝛽-carotène, acide ascorbique, et l' 𝛼-tocophérol, 

qui sont actifs contre les radicaux libres. Quelques uns de ces composés sont utilisés comme 

additifs /colorants naturels. (Plaza et al., 2009; Zhao et al., 2008). Selon Wu et al. (2007), la 

Chlorelle contiendrait 2à4 mg/g de matièresèche. La lutéine est un additif important dans le 

domaine alimentaire, et un puissant antioxydant, pour réduire l'incidence du cancer et prévenir 

la dégénéréscence macculaire (Zhao et al., 2008; Park et al., 1998). 

Par exemple, l'activité anti-proliférative des caroténoïdes extrait à partir Chlorella ellipsoidea 

et Chlorella vulgaris sur les cellules cancéreuse du colon, a été reportée par Cha et al. (2008). 

Il a été observé que les pricipaux caroténoïdes retrouvés chez C. ellipsoidea étaient en 

majorité la violaxanthine, les xanthophylles, l'anteraxanthine et la zeaxanthine comme 

présents en moindre quantité, alors que pour C.vulgaris, la lutéine représentait le composant 

majoritaire. 

Pour les autres caroténoïdes, Chlorella peut accumuler la canthaxanthine and l'astaxanthine, 

quand elle est soumise à une forte luminosité et une addition de sel dans le milieu diminué de 

nutriments (Gouveia et al., Mendes et al., 1995). Ces caroténoïdes à leur tour comme les 

autres précurseurs de la vitamine A favoriseraient l'immunité. 

Outre les caroténoides, d'autres composés anti-oxydants ont été décrits chez Chlorella 

vulgaris, ont démontré que les péptides purifiés extraits de cette dernière, possédaient un effet 

protecteur significatif sur l'ADN contre les dommages cellulaires causé par les radicaux 

Hydroxyl. Ces péptides représentent un potentiel contre les maladie reliées au stress oxydatif 

comme l'athérosclérose, maladies coronaires et le cancer (Sheih et al., 2009). 

Les polysaccharides aussi ont été identifiés chez Chlorella pyrenoidosa (Shi et al., 2007). Les 

polysaccharides purifiés d'origine microalgale, tels que l'agar et le carraghénan, sont 

intensivement utilisés dans l'industrie (Adhikari et al., 2006). Ces composés sont reliés aux 

activités prouvées de la Chlorelle, citées plus haut, et ont été purifiés et développés pour la 
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création de nouvelles générations de médicament.(Mao et al, 2009; Ye et al., 2008; Adhikari 

et al., 2006). Les glucides extracellulaires dans les cultures de C. pyrenoidosa ont été 

représentés majoritairement par des polysaccharides hydrosolubles contenant, galactose, 

mannose, arabinose, xylose, ribose, fucose, and rhamnose (Maksimova et al., 2004). 

En général, Chlorella est une bonne candidate, comme beaucoup d'autres microalgues, pour 

être utilisées comme source de composés bioactifs. Il est nécessaire de controler les 

conditions de culture, qui déterminent la composition finale et entière (Plaza et al.,2009). 

1.5. Les Aliments fonctionnels 

L'industrie agro-alimentaire est une branche très importante de l'économie nationale, jouant 

un rôle important dans la transformation des matières premières issues de l'agriculture. Les 

nouveaux produits issus d'innovations, sont très importants pour les entreprises qui souhaitent 

rester sur le marché et satisfaire les demandes des consommateurs. (Menrad, 2004).  

En particulier, durant les dernières décennies, les demandes des consommateurs dans le 

domaine de la production alimentaire ont particulièrement changé. En effet, ces derniers lient 

l'alimentation directement à leur santé(Mollet et Rowland, 2002; Young, 2000). Ainsi, les 

aliments ne sont pas destinés uniquement à satisfaire la faim et apporte les nutriments 

essentiels mais aussi à prévenir les maladies reliés à la nutrition et à améliorer le bien-être 

mental et physique, (Menrad, 2003; Robertfroid, 2000b). 

Les innovations dans l'agro-alimentaire font références ces récentes années aux avancées 

scientifiques et technologiques, avec l'introduction des nouveaux aliments. Dans ce contexte, 

les aliments fonctionnels jouent un rôle remarquable. Il s’agit d’aliments qui offrent certains 

bienfaits pour la santé, devenus d'un grand intérêt pour les chercheurs dans le monde entier. 

(Jayalalitha et al., 2019).  

1.5.1. Généralités sur les aliments fonctionnels 

Le terme aliments fonctionnels a été utilisé la première fois en 1984 au Japon, suite aux 

résultats des relation entre nutrition, satisfaction sensorielle, fortification et modulation du 

système physiologique afin de définir ces produits alimentaires enrichis en constituant qui 

possèdent des effets physiologiques avantageux (Kwak & Jukes,2001; Hardy, 2000;). Connus 

sous les noms de : aliments fonctionnels, alicaments, super aliments, <<designer foods>> aux 

États-Unis ou «FOSHU» (Food for specified health Uses) au Japon  

Pour être FOSHU, un aliment doit avoir fait la preuve de son effet physiologique ou 

bénéfique sur la santé. Leurs principaux objectifs sont d’améliorer les conditions générales du 
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corps humains (pré et probiotiques), diminuer les risques de certaines maladies (produits 

hypocholestérémiants) et peuvent être utilisés pour guérir certaines pathologies (Side, 2006; 

Mark-Herbert, 2004; Menrad, 2003). Ces ingrédients doivent avoir été scientifiquement 

reconnus être en relation avec certaines maladies par l'office de contrôle pharmaceutique et 

alimentaire, FDA (Food and Drug Administration) (Ashwell, 2002). 

 «Aliment fonctionnel» est une expression qui a presque autant de définitions qu'il y a 

d'auteurs s'y référant. Ces définitions sont soit simples comme : 

- Aliment qui fournit des bénéfices nutritionnels au-delà de la nutrition de base(IFIC, 

1995) ; 

- Aliment ou produit alimentaire commercialisé avec un message de bénéfice pour la 

santé (Riemersma, 1996) ; 

- Aliment de tous les jours transformé en sauveur de vie potentiel par l'addition d'un 

ingrédient magique (Coghlan, 1996). 

Soit plus élaborées : 

- Aliment ou boisson dérivée de substances naturelles et consommée comme partie de la 

nourriture quotidienne et qui, s'il est ingéré, a des effets physiologiques bénéfiques 

(Hillian, 1995). 

- Un aliment qui contient des composants potentiellement bénéfique incluant tous 

produits, composant au mode alimentaire qui peut fournir un bénéfice pour la santé 

au-delà de ceux dépendant des nutriments traditionnels qu'il contient (Anonyme, 

1994). 

À titre de définition générale, un aliment est « fonctionnel » s’il contient une composante 

alimentaire qui affecte une ou plusieurs fonctions précises du corps et qui produit des effets 

positifs. Cet effet devrait être utile au bien-être et à la santé ou permettre de réduire le risque 

de maladie (Domínguez Díaz et al., 2020). 

1.5.2. Classification des aliments fonctionnels 

Les aliments fonctionnels ont été développés presque dans toutes les catégories d'aliments, 

même s'ils ne sont pas distribués de façon homogène. Ils sont présents principalement dans les 

produits laitiers, la confiserie, les boissons non-alcolisées, la boulangerie et les produits 

destinés aux bébés  (Kotilainen et al., 2006; Menrad, 2003). Selon, Kotilainen et al. (2006), 

Spence (2006), et Sloan (2000) ,Ils peuvent être classifiés comme suit: 



Chapitre 1 La chlorelle, Novel food 

24 
 

- Aliment fortifié avec des nutriments additionnels (Label produits fortifié) comme les jus de 

fruits enrichis en vitamines E, C, acide folique, zinc et calcium, 

-Aliments avec addition de nouveaux nutriments ou composants, normalement absents (Label 

produits enrichis)comme les probiotiques et les prébiotiques, 

-Aliments ou un composé délétère a été éliminé, réduit ou remplacé par un autre aux effets 

bénéfiques (Label produits altérés)  tels que les fibres libératrices de matières grasses dans la 

viande et la crème glacée 

- Aliment ou un des composants a été amélioré (Label effet amélioré) comme les œufs avec 

un taux d'oméga 3 plus important 

D'après Makinen-Aakula, 2006, la classification peut être basée sur le but de ces aliments 

fonctionnels, comme suit: 

- Aliments qui apportent du bien-être ou améliorent la santé des enfants, tels que les 

prébiotiques et les probiotiques, 

-Aliments qui réduisent un risque de santé existant comme le taux élevé de cholestérol, ou une 

tension artérielle élevée, 

-Aliments qui améliorent le confort de la vie, comme les produits sans lactose, et sans gluten, 

1.5.3. Nouvel aliment ou "novelfood” 

C'est un produit nouveau, qui se différencie des autres produits trouvés sur le marché par sa 

composition ou sa méthode de production, ou peut être un produit ancien dont la 

consommation augmente significativement (Zarba et al., 2020; Hermann, 2009 ;). 

D'après Zarba et al., 2020, un aliment peut être considéré comme novelfood; 

1. Aliments et ingrédients alimentaires présentant une structure moléculaire primaire nouvelle 

ou intentionnellement modifiée, 

2. Aliments et ingrédients alimentaires composés de microorganismes, de champignons ou 

d'algues ou isolés à partir de ceux-ci. 

3. Aliments et ingrédients alimentaires composés de végétaux ou isolés a partir deceux-ci et 

les ingrédients alimentaires isolés a partir d'animaux, à l'exception desaliments et des 

ingrédients alimentaires obtenus par des pratiques de multiplication oude reproduction 

traditionnelles  

4. Aliments et ingrédients alimentaires auxquels a été appliqué un procédé deproduction qui 

n'est pas couramment utilisé, lorsque ce procédé entraine dans lacomposition ou dans la 

structure des aliments ou des ingrédients alimentaires desmodifications significatives de leur 

valeur nutritive, de leur métabolisme ou de leurteneur en substances indésirables. 
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"Un novelfood n'est pas nécessairement fonctionnel et un aliment fonctionnel 

n'est pas nécessairement un novelfood": on peut par exemple découvrir des 

propriétésfonctionnelles à un aliment de consommation traditionnelle : c'est typiquement le 

cas duyaourt, ou du jus de pruneaux, jus de plusieurs fruits et légumes combinés, etc. Mais 

quandon ajoute un ingrédient ou composé dans un aliment où ils n'y en avait pas 

précédemment, ouquand on utilise alors c'est un novelfood 

1.5.4. La chlorelle ingrédients des aliments fonctionnels 

Les microalgues ont été utilisées depuis des siècles comme source d'alimentation ou comme 

supplément pour la santé, grâce aux divers macro et micronutriments qu'elles contiennent. Le 

principal intérêt est représenté par la haute teneur en protéines qui est de l'ordre de 50 à 60% 

de matière sèche pour certaines espèces telles que: Arthrospira platensis connue sous le nom 

Spirulina, Arthrospira maxima, Dunaliella salina, Dunaliella bardawil, et Chlorella sp. 

(Nazih et Bard,2018) 

Ainsi, ces dernières années ont connu l'apparition de nouveaux produits alimentaires préparés 

à base de biomasse microalgale. Celle-ci est retrouvée sous forme de tablettes, capsules et 

sous forme liquides, mais aussi incorporée dans les pâtes alimentaires, snacks, confiseries, 

chewingums et boissons en tout genre, (Batista et al., 2013; Goh et al., 2009). 

Parmi toutes ces espèces, on cite la chlorelle, qui est considérée comme un aliment 

fonctionnel et une source importante de nutriment dans plusieurs domaines, trouvée et vendue 

comme aliment sain, complément alimentaire et neutraceutique (Bishop et Zubeck, 2012).Elle 

a été utilisé contre la malnutrition infantile et la névrose (Mello-Sampayo et al., 2013). On 

note son utilisation dans plusieurs produits: cookies/biscuits, mayonnaise, vinaigrettes, 

pudding et desserts glacés, croissants et yaourts (Beheshtipour et al., 2013;Batista et al., 2012; 

Batista et al., 2010; Gouveia et al., 2007, Gouveia et al., 2006). De plus, Chlorella pourrait 

augmenter la viabilité des probiotiques dans les produits laitiers comme les yaourts (Hassler et 

al., 1998). 

L'incorporation de la chlorelle dans les produits alimentaires pour améliorer la valeur 

nutritionnelle ainsi que les qualités sensorielles des aliments. D'après Shalaby et Yassin 

(2013), l'addition de Chlorella vulgaris a renforcé l'apparence, le gout et la texture des 

croissants. Ces mêmes remarques ont été observées chez Fradique et al. (2010) qui ont 

rapporté que les panelistes ont préféré les pâtes enrichies à des hautes concentrations (2%) 
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grâce à leur apparence attractive et innovante. Gouveia et al. (2007) ont rapporté que 

l'addition de Chlorella vulgaris aux cookies aussi avait amélioré leurs caractéristiques 

texturales, les molécules protéiques pourraient avoir renforcé la pâte et affecté l'absorption de 

l'eau, augmentant ainsi la fermeté des cookies. 

Le nombre croissant des recherches reliées à la Chlorelle comme ingrédient des aliments 

fonctionnels, a montré ses capacité de développement dans le future. Ce marché aspire à 

s'expanser et rencontrer les besoins nutritionnels des consommateurs qui sont en demande 

constante d'aliments à bénéfices directes pour leur santé (Widyaningrum et Prianto, 2021). 
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Chapitre 2  : Méthodes d'extraction des composés bioactifs de la 

chlorelle 

2.1. Introduction 

L’extraction des composés bioactifs représente actuellement un enjeu principalpourles 

applications industrielles en général, et pour les molécules extraites à par des microalgues de 

manière spécifique toutparticulièrement.  

Un compromis nécessaire doit donc être recherché entre le coût 

duprocessusd’extraction(entermesd’énergieetdeconsommables)etlerendementd’extraction,afin

depouvoir appliquer les protocoles expérimentaux à l'échelle du laboratoire à l'échelle 

industrielle (Audo, 2013). 

Pour les extractions, plusieurs méthodes sont utilisées, on citera d'abord les méthodes 

conventionelles ou traditionnelles, telles que la macération, la congélation/décongélation. Ces 

techniques possèdent plusieurs inconvénients: temps d'extraction long, consommation de 

grandes quantités de solvants, souvent toxiques pour la santé humaine (Aouir, 2017).  

Une prise de conscience progressive s'est faite dans le domaine des extractions, pour respecter 

l'environnement et protéger la santé humaine. C’est dans ce contexte que le concept de la 

chimie verte a été développé (Boulho, 2017). D'ou le développement de nouvelles techniques 

dites innovantes ou innovatrices ou non-conventionnelles, offrant de nombreux avantages, tels 

qu'un temps d'extraction réduit, des taux plus important et une moindre consommation de 

solvants comparé aux méthodes conventionnelles, sans altérer la qualité des molécules 

bioactives extraites (Grimi et al., 2014). Ces techniques innovantes  comprennent entre autres: 

Les micoondes, les radiations, les hautes pressions hydrostatiques, les ultrasons et le champ 

électrique pulsé 

2.2. Les méthodes conventionnelles 

Ces techniques sont utilisées depuis de nombreuses années et ont aidé à l'extraction de 

molécules bioactives de toute sorte. Elles incluent l’extraction au Soxhlet, la macération, la 

percolation, la congélation/décongélation (Boulho, 2017). 

Plusieurs facteurs entrent dans l'efficacité de ces méthode, à savoir, le type de solvant 

(polarité, seul ou en mélange), l'énergie appliquée, le type d'agitation et la solubilité des 

composés à extraire (Awika et al., 2003). Ces méthodes traditionnelles peuvent aussi utiliser 

des acides (l’acide formique, acétique, citrique et phosphorique). Cependant, les principaux 
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inconvénients tendent à freiner et diminuer leur utilisation, comme la forte consommation en 

énergie et en solvants, ainsi que le temps de traitement assez long (Kaufmann et Christen, 

2002). On peut aussi citer la nécessité d'étape de purification du fait de l'obtention 

d'impuretés, qui à leur tour consomment de l'énergie et risquent de dénaturer les molécules 

sensibles. La valorisation des extrait représente à elle aussi, une des limites de ces techniques, 

par l'obtention de résidus toxiques 

2.2.1. Macération 

C'est une infusion de la matrice microalgale dans un solvant à froid. Cette technique est 

utilisée pour l'extraction des molécules fragiles. Cependant, elle présente de nombreux 

avantages, généralement longue et le rendement obtenu à la fin reste médiocre. Pour atteindre 

une certaine efficacité, la macération peut durer jusqu'à 10jours, mais si le solvant est l'eau, 

des problèmes de contaminations bactérienne ou des phénomènes de fermentation et peuvent 

survenir, ce qui pourrait entrainer la dégradation des molécules dans l'extrait obtenu. Ces 

problèmes peuvent être évités partiellement, en utilisant des récipients fermés, à l'abri de la 

lumière et de préférence maintenus au réfrigérateur pour les molécules sensibles (Benamor, 

2009). Le mécanisme d'action de cette technique classique est la diffusion du solvant dans la 

matrice, ce qui reste un facteur limitant pour certaines microalgues, notamment la Chlorelle 

qui possède une paroi rigide. 

Les facteurs influençant l'extraction sont plusieurs, la taille des particules de la matrice, la 

nature du solvant, la capacité de pénétration du solvant, le temps d'extraction, la température 

d'extraction, l'agitation(Gelebart, 2016). 

2.2.2. Congélation/Décongélation 

Cette techniques est souvent recommandé comme méthode simple et efficiente pour 

l'extraction des pigments des microalgues, en appliquant plusieurs cycles de 

congélation/décongélation (Chittapun et al., 2020). Cette technique est douce et non-

dénaturante. Les cristaux formés durant la congélation, déchirent les parois et membranes 

relâchant ainsi le contenu cellulaire dans le milieu (Soni et al., 2006). 

L'application de cette technique pour l'extraction, induit une congélation de la biomasse qui 

cause l'expansion du volume cellulaire, puis la décongélation provoque une contraction. Avec 

la répétition des cycles, les membranes sont graduellement affaiblies et arrivent 

éventuellement à la rupture. Plusieurs facteurs affectent l'efficacité de cette technique, tels que 
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: la température de congélation, la durée de congélation, le type de décongélation (Fabre et al., 

2022). 

 

 

Exemples d'applications par Congélation/Décongélation 

Kulkarni and Nikolov, (2018) , ont développé un procédé de coextraction de protéines et 

caroténoïdes à partir de biomasse ayant subi une perméabilisation par un cycle de 

congélation/décongélation. Ce procédé a augmenté l'extraction sélective des 2composés. 

Cependant, il reste non applicable à l'échelle industrielle car c’est une méthode énergivore. 

2.3. Extraction verte 

Pendant des années les extractions des composés bioactifs à partir des microalgues, utilisaient 

des solvants risqués et toxiques (acétone, méthanol, diethyl éther, chloroforme, hexane) 

(Imbimbo et al., 2020). Cependant, la nécessité de développer des procédés respectueux 

spécialement dans les domaines de l'alimentaire, neutraceutique, pharmaceutiques et 

cosmétiques, requière la conformité avec le concept de chimie ou d'extraction "verte" qui 

inclue la sélection de matériau brut et alternatif, avec des applications sures, robustes, sans 

dénaturation et l'obtention des extraits biodégradables ainsi que la possibilités d'utilisation de 

sous-produits.(Clarke et al., 2018; Chemat et al., 2012). 

Les nouveaux challenges du 21siecles sont de trouver des techniques d'extraction vertes, sans 

solvants, de préférence non -destructives et protégeant les consommateurs et l'environnement. 

L'extraction verte est un terme général pour les techniques d'extraction innovantes, 

respectueuses de l'environnement et non consommatrices d'énergie, qui minimisent 

l'utilisation des solvants conventionnels les remplaçant ainsi avec des biosolvants et /ou 

naturels et renouvelables pour arriver à l'obtention de composés de hautes qualités (Chemat et 

al., 2012). Ces procédés d'extraction sont conçus pour éviter l'utilisation de solvants, obtenant 

des extraits et des résidus sans solvants, évitant ainsi les risques encourus sur la santé et 

l'environnement surtout dans l'air des exigences légales pour les produits destinés à 

l'alimentation qui doivent être purifiés. Enfin, si ces méthodes peuvent être aussi non-

destructrices, pour que la matrice vivante à partir de laquelle on extrait les molécules, ait la 

possibilité pour la régénération cellulaire, ce qui réduirait les déchets obtenus à la fin des 

extraction (Elersek et al.,2020).Ainsi, la sélection de solvants couplé à un procédé 

respectueux envers le principe de la chimie verte, contribue à une approche prometteuse pour 

l'extraction des composés bioactifs des microalgues. Les solvants verts comprennent les 
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solvants classiques tels que l'eau et l'éthanol, et le 1-butanol et l'éthyle acétate issus de source 

renouvelable comme les nouveaux solvants incluant les fluides supercritiques, liquides 

ioniques et les solvants naturels eutectiques (Hackl et Kunz, 2018; Byrne et al., 2016). L'eau 

et l'éthanol sont hautement recommandés comme des solvants "verts" respectueux de la santé 

et l'environnement (Prat et al., 2014) 

2.4.Les méthodes innovantes 

La première étape pour l'obtention des composés bioactifs à partir de la Chlorelle est 

l'extraction de ces molécules utilisant différentes méthodes allant des méthodes 

conventionnelles comme la macération et l'extraction au Soxhlet, aux techniques innovantes 

(Carreira-casais et al., 2021). Cependant, la Chlorelle possède une paroi multicouches, 

correspondant à un feuillet trilaminaire composé d'une couche épaisse de sporopollenine (un 

biopolymère résistant), puis d'une paroi riche en mannose et chitine, puis une membrane 

plasmique faite de phospholipides, qui contient le cytoplasme et les organelles (Burczyk and 

Hesse, 1981).. En conséquence, l'application d'une technique de rupture cellulaire est prérable 

pour extraire les composés d'intérêt. 

 La destruction cellulaire peut être définie comme étant la perte d’intégrité de la paroi ou de la 

membrane cellulaire; elle conduit à la libération du contenu intracellulaire(Zinkone, 2018). 

Elle peut être divisée en plusieurs types selon Montescot (2015): 

- La perméabilisation : la libération des composés actifs se fait après perforation de la 

membrane et parois cellulaire  

- La déstructuration : parois et membranes sont rompues et libèrent des organites intacts  

- La désintégration : les parois et membranes des organites sont décomposées et les débris 

cellulaires sont plus petits.  
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Figure  2.1 : Niveaux de destruction cellulaire (Zinkone, 2018) 

Plusieurs de ces techniques comme l'homogénéisation, l'ultrasonication, les microondes, les 

liquides pressurisés, CO2 supercritique ont été reportés comme efficiente pour maximiser 

l'extraction des bioproduits comme les lipides et l'astaxanthine (Kim et al., 2016);Comparées 

aux techniques conventionnelles, elles sont plus efficaces pour produire de hauts rendements 

d'extraction (Sahin et al., 2019). 

Cependant, le choix de ces techniques de rupture cellulaire, dépend de la souche à traiter, de 

sa biologie et des caractéristiques de sa paroi (Praveenkumar et al., 2015). Aussi, l'efficacité 

de ces méthodes est significativement affectée par les conditions opérationnelles,comme la 

température, la pression, les conditions de la biomasse (concentrée, fraiche ou sèche, stade de 

croissance (Rawat et al., 2011). 

Les méthodes de destruction cellulaires se regroupent en 2: méthodes chimiques et 

enzymatiques, et les méthodes physiques.  

2.4.1.Méthodes chimiques et enzymatiques 

Les méthodes chimiques sont basées sur la destruction des liaisons dans la structure des 

membranes et parois pour entrainer la lyse cellulaire. Comme les antibiotiques, les agents 

chélatants (Exemple : EDTA), les chaotropes, les détergents, les solvants, les hypochlorites, 

les acides et les bases (Zinkone, 2018). 

Pour les méthodes enzymatiques, le principe est la formation de liaisons spécifiques entre les 

molécules des parois et les enzymes qui sont spécifiques, ce qui causent leur lyse(Günerken et 

al., 2015).Les principales enzymes utilisées sont les glycosidases, les glucanases, les 

peptidases et les lipases. 
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2.4.2. Méthodes physiques 

2.4.2.1. L’extraction par fluide supercritique (SFE, Supercritical Fluid 

Extraction) 

Elle est utilisée pour l’extraction de composés généralement apolaires (lipides, caroténoïdes). 

Considérée comme éco responsable, elle consomme très peu de solvants organiques (Grosso 

et al.,2015). Le choix du fluide supercritique se fait selon sa densité, sa viscosité, sa 

diffusivité, sa capacité d’échauffement et sa conductivité thermique (Boulho, 2017). Le fluide 

le plus utilisé est le dioxyde de carbone de par ses propriétés physico-chimiques atteignant 

facilement son point critique pour un couple de 79,3 bars/31,1°C, son coût et sa pureté 

intéressants, sa manipulation non-dangereuse, et surtout sa non-toxicité. Il est aussi non-

inflammable, largement présent dans l‘atmosphère, facile à éliminer (Thomas, 2012). Durant 

le procédé, , le fluide est pompé de manière continue à travers l‘échantillon ou la libération 

des bioactifs se fait progressivement,ainsi l'échantillon est obtenu sous forme concentré après 

l'élimination du CO2 sous forme gazeuse (Toribio et al., 2007). 

2.4.2.2. L’extraction par fluide pressurisé (PLE, Pressurized Liquid 

Extraction) 

C'est une technique d‘extraction qui utilise des solvants sous de hautes pressions et à des 

températures situées au dessus de leur point d‘ébullition, ce qui facilite leur pénétration et 

donc accélère l'extraction, qui se fait en plusieurs cycles ou le solvant est ajouté tout en 

augmentant le gradient de concentration, le rendant en contact avec la matrice pendant 5 à 10 

min avec des phénomènes de désorption et de diffusion des molécules. Enfin de procédé, un 

flux d'azote aide à l'évacuation du solvant, et l'extrait est filtré puis récupéré (Thomas, 2012). 

2.4.2.3. L’Extraction Assistée par Micro-ondes(MAE, Microwave Assisted 

Extraction) 

Les micro-ondes sont des ondes électromagnétiques possédant une fréquence comprise entre 

0,3 à 300 GHz (Camel, 2001). Le principe de l’Extraction Assistée par Microondes est basé 

sur l’émission d’ondes fixes à une fréquence comprise entre 0,8 et 2,45 GHz (Boulho , 2017).  

Selon Kaufmann et Christen (2002), deux phénomènes interviennent simultanément chauffant 

la matière: la conduction ionique et la rotation dipolaire, dépendants du type de solvant utilisé, 

et de la charge et la taille des ions présents dans la matrice. 
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- La conduction ionique est causée par la migration des ions dans un champ 

électromagnétique et la résistance du milieu induit des frictions libérant de la chaleur par effet 

Joule.  

- La rotation dipolaire correspond au phénomène d‘alignement/réalignement des molécules 

possédant un dipôle dans un champ électrique alternatif de haute fréquence.  

 

On note la rapidité et la simplicité de la technique et la réduction des volumes de solvants 

avec un rendement amélioré, comme principaux avantage des MAE. Cependant, l'échantillon 

doit être filtré (Camel, 2001). 

 

Quand les microondes d’environs 2,5 GHz sont appliquées sur les microalgues, une hausse 

locale de température est crée par interaction avec les molécules polaires ou diélectriques 

telles que l’eau. La rupture des parois et des membranes se fait après évaporation de l'eau 

cellulaire, ce qui facilite l'extraction des molécules bioactives (Günerken et al., 2015; Lee et 

al., 2012). 

2.4.2.4.L'extraction assistée par ultrasons (USAE-Ultrasound assisted 

extraction) 

C'est une technique innovante considérée comme technologie respectueuse “clean 

technology” qui a gagné en popularité et en intérêt au cours de ces dernières années, compte 

tenu de ces avantages comme la diminution des volumes de solvants utilisés, temps 

d'extraction réduits, appareillages réduits et la baisse de l'impact environnemental et 

économique (Vazquez -Rodriguez et al., 2020). 

L'extraction assistée aux ultrasons, une technologie d'extraction verte, connue pour sa 

simplicité et son efficacité, basée sur l'application d'une onde ultrasonique sur une matrice 

immergée dans un milieu liquide (Chemat et al., 2017). L'effet mécanique de la cavitation due 

aux ultrasons provoque la rupture de la membrane microalgale, la libération des composés 

d'intérêt et augmenter le rendement d'extraction (Tiwari , 2015).  

a. Principe 

La technique utilise des ondes ultrasoniques, présentant des fréquences entre 20 kHz et10 

MHz, retrouvées entre les ondes sonores et les microondes (Figure 2.1). 
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Figure  2.2 : Le spectre du son (Carreire-Casais et al., 2021) 

 

Selon Tiwari (2015),dans l'intervalle des ultrasons, 2régions sont distinctes: 

-  Ultrasons fort (20–100 kHz), caractérisés par une forte intensité, utilisés pour les 

extractions et les procédés d'application, 

- Ultrasons signal ou de diagnostic (100 kHz–10 MHz), employés comme technique de 

diagnostic clinique ainsi que pour le controle de la qualité. 

 

Les ultrasons sont appliqués pour l'extraction selon le principe physicochimique de la 

cavitation acoustique, qui est un phénomène qui consiste en la formation et la croissance puis 

la rupture des bulles présentes dans un milieu liquide induites par les ondes ultrasoniques. La 

propagation de ces ondes à travers le milieu induit la formation de régions intermittentes et 

consécutives de hautes et passes pressions, directement proportionnelles à la fréquence 

utilisée (Saien et Daneshamoz, 2018; Leong et al., 2016). Après formation, ces bulles 

augmentent de volumes en réponse à ce changement de pression, qui conduit à leur 

compression et leur expansion, atteignant un volume critique puis éclatent, créant un spot 

chaud qui génère une augmentation de la pression. 

C'est pour cela, que la cavitation acoustique est la force principale pour l'extraction assistée 

par ultrasons, créant 2types d'effets: physique et chimique, selon les intervalles de fréquence 

utilisée durant le procédé (Kentish et Ashukkumar, 2011). Les effets physique des ultrasons 

sont dominés par les fréquences basses (20–100 kHz), ainsi le radiant des bulles (R) est 

inversement proportionnel à la fréquence (Leong et al., 2011). Les effets chimiques des 

ultrasons sont dominés quant à eux, à hautes fréquences entre 100kHz et 1MHz(Leong et al., 

2016). Après la rupture des bulles, un spot localisé chaud est crée, atteignant de hautes 

températures (>5000 K), contribuant à la formation de radicaux libres dans l'air saturé des 

solvants (Ashukkumar et Mason, 2007) qui pourraient réagir avec d'autres molécules. En 

conséquence, le nombre des radicaux généraux dépendent du volume des bulles de cavitation. 
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b. Mécanismes associés à la sonication: 

L'implosion des bulles de cavitation proches de surfaces solides conduit à un effet de micro-

jets qui génèrent plusieurs phénomènes physiques (Erosion, Fragmentation et cisaillement) 

causant des dommages sur la structure. L'application des ultrasons peut améliorer les 

rendements d'extraction d'une matrice végétale à l'aide de l'explosion des bulles en créant 

aussi des macro-turbulences (Tiwari et al., 2015). Selon Chemat et al. (2017), six principaux 

mécanismes sont associés avec le développement des ultrasons, souvent présents 

simultanément et/or séquentiellement, pouvant être combinés, afin d'améliorer le transfert de 

la matrice au milieu/solvant, et ainsi d'obtenir des rendements plus intéressants: 

- Fragmentation: réduction de la taille des particules par leur collision avec les ondes, qui 

crée la rupture des bulles dans la solution, ainsi la surface de contact est plus grande pour le 

transfert des composés bioactifs. 

-Erosion: libération des structures de la matrice vers le solvant. 

-Sonocapillarité: induit la pénétration du solvant dans les canaux et les pores de la 

matrice(Malikh et Petrov, 2003). 

- Detexturation:destruction de la matrice. 

-Sonoporation: conduisant une augmentation de la perméabilité des membranes cellulaires 

pour la libération des molécules intracellulaires. 

-Cisaillement: rupture des structures cellulaires et extraction des composés bioactifs. 

c. Paramètres influençant la sonication 

Le rendement associé à la sonication dépend de plusieurs paramètres qui modulent l'efficacité 

de cette technique et l'affecte aussi pour être une procédure durable, avec le but d'atteindre la 

consommation d'énergie la plus basse et l'utilisation de ressources non-renouvelable. Ces 

paramètre peuvent être classifiés en trois groupes: la nature du produit, les paramètres de la 

procédures et les effets entre la matrice et le milieu (Chemat et al., 2017). 

- Paramètres physiques: ils sont attribués non seulement aux ondes ultrasoniques appliquées 

où les paramètres associés sont: intensité, fréquences mais aussi à l'équipement utilisé (forme 

et taille). 

- Paramètres du milieu: reliés à l'espace ou les ondes ultrasoniques sont transmises de la 

source à la matrice. Donc, la nature du solvant et ses propriétés comme la polarité qui 

dépendrait des molécules à extraire, ainsi que le temps d'extraction et la présence de gaz, 

constituent des facteurs à prendre en compte;  
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- Paramètres de la matrice : comme le type, la structure, pré-traitement, taille des particules, 

sont des facteurs influant sur l'efficacité de l'extraction. Les matrices soumises à la sonication 

peuvent être sous forme fraiches ou séchée, mais les formes réduites en poudre montrent plus 

d'efficacité (Dong et al., 2017). Aussi, d'autres techniques peuvent être appliquées comme : 

l'élimination des matières grasses, les traitements enzymatiques, champs electrique pulsé 

(Ummat et al., 2021). 

d. Approches combinatoire des Ultrasons 

Avec les techniques conventionnelles: 

La ultrasons peuvent être combinés aux techniques d'extraction traditionnelles telles que la 

distillation, Soxhlet, et l'extraction solide-liquide. Ces techniques présentent quelques 

inconvénients comme: un temps d'extraction assez long, des volumes de solvants importants, 

des rendements bas. La sonication en amont peut agir mécaniquement pour permettre au 

solvant de pénétrer plus rapidement dans la matrice, et augmenter la surface de contact entre 

ces deux (Zheng et al., 2016). 

Avec les techniques innovantes non-conventionnelles: 

Dans le but de développer une extraction alternative verte, à partir de la biomasse algale, les 

Ultrasons sont souvent combinés avec d'autres méthodes connues pour leur haute efficacité, la 

basse consommation de solvants, ainsi qu'un temps de traitement réduit, telles que: 

l'extraction par liquide pressurisé (PLAE), extraction au fluide supercritique (SCFE), 

extraction hydrothermale (HAE), et le champ électrique pulsé (CEP) qui restent les techniques 

les plus utilisées pour l'extraction des bioactifs à partir de microalgues. De plus, l'extraction 

enzymatique assistée (EAE) a gagné en utilisation récemment (Carreira-Casais et al., 2021). 

e. Avantages et inconvénients 

L'extraction assistée par ultrasons est tres utile pour l'extraction des biocomposés, des lors 

qu'elle obtient des hauts rendements sans interférer avec leur intégrité, la température étant 

controlée durant toute la procédure d'extraction. Cette technique est considérée comme verte, 

puisque elle requiert des volumes de solvants assez bas et n'est pas énergivore (Dey et Rathod, 

2013). Sans oublier, la simplicité et l'économie de l'appareillage (Lavilla et Bendicho, 2017), 

elle peut être applicable pour l'extraction de tout types de bioactifs, même les composés 

lipophiles (Wiyarno et al., 2011). De plus, elle reste très versatile, car elle est facilement 

combinable avec d'autres techniques pour améliorer l'extraction (Garcia-Vaquero et al., 2020) 
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et aussi prévenir la dégradation de certaines molécules sensibles aux effets des ultrasons 

(Panda et al., 2019). 

Cependant, l'utilisation de bain à ultrasons, reste un challenge pour l'extraction des 

microalgues, comme la puissance doit être suffisante pour la cavitation, ce qui n'est pas 

toujours évident avec ce type d'équipement. Aussi, la position du mélange matrice-solvant 

reste la même dans le bain, reste un grand inconvénient, sachant que l'effet des ondes 

ultrasoniques varie selon les positions (Nascentes et al., 2001). 

f. Exemples d'applications des US 

Chia et al., (2019) ont reporté l'efficacité des US pour l'extraction des protéines à partir de 

Chlorella vulgaris, avec des rendements de 56.57 ± 3.70% jusqu'à 74.59 ± 0.45%.Kwang et 

al. (2010) ont obtenu une augmentation du taux de lutéine et ß-carotène de Chlorella vulgaris, 

en comparaison avec une macération classique. Plaza et al. (2012) sont arrivés à des activités 

fonctionnelles et antimicrobiennes des extraits de chlorelle après application des US comparé 

avec l'extraction aux liquides pressurisés. Dans les travaux de Kong et al. (2014), l'extraction 

de chlorophylle de Chlorella vulgaris a obtenu un rendement de 59% après applications des 

Ultrasons et ont reporté des plus importants rendements de chlorophylle a et b issus du 

traitement aux US comparé à l'extraction au Soxhlet mais plus faible que l'extraction aux 

liquides préssurisés.  

g. Applications industrielles 

Pour assurer la sécurité, la durabilité des méthodes d'extraction économiques et plus vertes, la 

conception d'une méthode efficace à grande échelle assistée par les ultrasons, nécessite une 

intensification du processus et de l'énergie réduction de consommation  Le choix du système 

dépendra de la matrice et de l'application souhaitée, une sonde et un bain à haute puissance 

sont utilisés industriellement Les deux entreprises pour les ultrasons tels que HIELSCHER 

(Allemagne), REUS (France), sont les principales sociétés qui développent des ultrasons à 

grande échelle. Les équipements US sont limités par les volumes traités, donc des systèmes 

continus ou alors avec une plus grande surface rayonnante munis d'un système d'agitation et 

d'un système de pompage (Chemat et al., 2017). 

2.4.2.5. Le champ electrique pulsé (CEP- Pulsed Electric Field PEF ) 

Cette technique a été développée en URSS entre les années 40-50, (Zagorulko,1958; 

Flaumenbaum, 1949) puis en Europe en 1960 pour les jus, les extractions de composés 

photochimiques et l'inactivation des microorganismes (Golberg et al.,2010). 
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L'extraction assistée au Champs Electrique Pulsé (CEP) est une nouvelle technologie 

athermique qui est très utilisé pour l'obtention des biomolécules à partir de microalgues. Cette 

technique utilise un champ électrique externe pour induire un potentiel électrique critique au 

niveau de la paroi cellulaire. La taille et le nombre de pores sont directement reliés à 

l'intensité du champ électrique et ses pulsations. (Amiali et Ngadi 2012; Gunerken et al., 

2015). 

Le CEP peut être considéré comme une méthode de destruction moyenne, utilisée pour la 

production d'énergie, permettant ainsi l'extraction de composés intercellulaires comme les 

pigments, les protéines, les sucres et les lipides  (Goettel et al., 2013; Luengo et al., 2015; 

Parniakov et al., 2015b). Cependant, son efficacité dépend fortement de conditions 

opérationnelles comme le type de solvants, son dosage, la température, et la conductivité (Lee 

et al., 2017). 

L'efficacité de la technique est reliée à la puissance des champs (10-50 kV.cm-
1
), la fréquence 

(quelques Hz), la durée des pulsations (μs - ms) et la durée totale du traitement. 

Plusieurs auteurs ont suggéré l'utilisation de cette technique en étape préliminaire de 

l'extraction de plusieurs molécules bioactives (petites, solubles, grosses) en combinaison avec 

une autre méthode (Goettel et al., 2013; Postma et al., 2016; Lam et al., 2017;Carullo et al., 

2018). 

a. Principe 

Le champs électrique pulsé est une technologie causant la perméablisation de la membrane, 

en l'exposant à un champs électrique intense durant un temps court (millisecondes à 

microsecondes), qui doit être au-dessus d'une valeur critique pour induire l'électroporation 

(Amiali et Ngadi, 2012; Goettel et al., 2013; Luengo et al., 2015)Afin d'extraire les molécules 

intracellulaires, cette technique est appliquée sous forme de champs électriques de 2 à 80 

kV/cm d'intensité, de manière répétée (pulsée), pendant des temps très courts (micro ou 

millisecondes) (Zimmermann, 1986).L'exposition des cellules à des pulsations de haute 

intensité de champ électrique peut altérer la structure de la cellule. A un haut voltage 

transmembranaire (~0.5–1 V), les molécules phospholipidiques se réarrangent (Frey et al., 

2013; Sack et al., 2010)etpar consèquence, la membrane perd sa fonction barrière et devient 

perméable, un phénomène appelé “électroporation” or “électroperméabilsation” (Ganeva et 

al., 2003). 

Pour les microalgues, les protocoles communs publiés, ont traité des cellules cultivées puis 

collectées à une phase de croissance exponentielle sans prétraitement. La biomasse fraiche est 
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lavée puis ajoutée à une solution tampon pauvre en sels pour réduire la conductivité afin 

d'éliminer l'effet joule (augmentation de température). Le CEP varie entre  2.5 to 11 kV/cm 

avec des temps de traitement allants de 3. 10
3
 to 26. 10

3
 μs (Miyahara et al., 2013). 

b. Mécanismes d'action 

La perte temporaire de lasemi-perméabilitéd’une cellule etla lyse des membranes cellulaires 

peuvent etre expliquées par plusieurs théories expliquantl’influence du CEP.Deux d'entre 

elles sont les plus répandues «larupturediélectrique»et «l’électroporation ». (Aouir, 2017). 

 Rupturediélectrique 

Pour expliquer cette théorie, Selon Zimmermann(1986), la membrane joue le rôle d'un 

condensateur ou il existe des charges opposées de chaque coté de la membrane, ce qui crée 

unpotentieltransmembranaire initial.  Des mouvements ioniquestransmembranaires causés par 

une distribution inégale de chaque coté de la membrane, créant le potentiel transmembranaire 

(PTM ou V). Ces mouvements sont la conséquenced’une distribution inégale, de partet 

d’autre de la membrane, des ions et macromolécules chargées (Turk, 2010). 

Sous l'effet du CEP, selon le modèle Zimmerman et al. (1974), la membrane cellulaire qui est 

alors composée de deux couches lipidiques, voit alors se produire une polarisation, qui attirent 

les deux couches en créant une compression électromécanique réduisant l'épaisseur de la 

membrane provoquant ainsi une perforation mécanique de la membrane (Grimi, 2009 ). 

 Electroporation ou electroperméabilisation 

Cette théorie est basée sur la notion de potentiel transmembranaire. Le cytoplasme possède un 

potentiel électrique négatif contrairement au potentiel électrique de l'espace intracellulaire. Ce 

potentiel physiologique naturel influence le transport des ions et des petites molécules (Grimi, 

2009). Les mécanismes d’électroporation ne sont pas exactement expliqués, mais ils 

pourraient etre expliqués par le réarrangement des lipides dans la bicouche membranaire qui 

forme des pores qui à leur tour augmentent la perméabilité membranaire. Lors de l'exposition 

de la cellule au champ électrique, les molécules lipidiques se réorientent créant des pores 

hydrophiles. (Zbindenetal.,2013). 

D'après la littérature, les plus importants paramètres électriques qui influencent l'efficacité de 

l'electroperméabilisation sont la force du champ, la forme d’impulsion (exponentielle, carrée, 

etc.), la durée et le nombre des pulsations, et l'énergie spécifique appliquée (Saulis, 2010). 

Selon les conditions électriques, la perméabilisation de la membrane, peut être réversible ou 

irréversible. Cette dernière est nécessaire pour arriver à la perméabilisation et arriver à 

extraire les composés bioactifs. 
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L'application du CEP provoque d'une part le transfert de différentes molécules comme les 

sucres, lipides, pigments, phénols et l'eau. Et d'autre part, le transfert et la modification de 

plus petites molécules et cela à des fins génétiques telles que l'ADN et l'ARN (Golberg et 

Rubinsky, 2013; Janositz et al., 2011). De plus, le CEP a montré l'effet sur la structure de la 

biomasse, par la diminution de la teneur de la lignine qui aide à la déconstruction des parois 

cellulaires, mais le mécanisme reste inconnu (Kumar et al., 2011; Navapanich et Giorgi, 

2008). 

L'électroporation est un phénomène qui expose la cellule durant une certaine période à une 

force électrique importante. Pendant cette exposition, la membrane cellulaire est 

temporairement déstabilisée. L'augmentation de l'intensité du champs électrique peut causer la 

membrane cellulaire à une électroporation réversible ou la membrane peut recouvrir sa forme 

initiale, ou irréversible ou les dommages sont permanents et la membrane ne revient pas à sa 

forme d'origine (Joannes et al., 2015). 

 

Figure  2.3 : Mécanisme de l'électroporation (Joannes et al.,2015) 

D'un point de vue, extractions, l'électroporation irréversible est préférable pour l'obtention des 

composants bioactifs comme les lipides et les protéines. La figure 2.2 illustre le mécanisme 

del'électroporation sur la membrane cellulaire, en plaçant la cellule entre deux électrodes en 

condition statique, au potentiel 0, c'est à dire sans introduire l'électricité. 

L'exposition au champ électrique induit un déséquilibre osmotique puis un enflement de la 

cellule. A ce moment, les molécules de la membrane retiennent les liaisons polaires distraites 

par l'induction du champ électrique, aussi, il y a formation de pores dans la paroi ainsi qu'une 

électroporation réversible. L'augmentation du champ électrique cause la rupture de la 

membrane par augmentation des pores. Si la force du champs électrique est maintenue, la 

membrane ne peut plus revenir à sa forme initiale, causant une électroporation irréversible 

(Kotnik et al.,2013; Zimmerman et al., 1974). Aussi, si le ratio surface des pores / surface de 

la paroi est important, la paroi ne peut plus s'autoréparer et le dommage reste irréversible 

(Gnerken et al., 2015). 
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Le CEP ne détruit pas seulement la paroi cellulaire, mais affecte aussi les molécules dans la 

cellule après augmentation de la température du milieu durant le traitement, ce qui réduit la 

valeur nutritionnelle, la digestibilité des protéines, la décomposition des composés fragiles et 

l'augmentation de l'extraction des lipides et des protéines  (Sheng et al., 2011; Janczyk et al., 

2005). 

c. Equipements du système du CEP 

Selon Amiali (2005), un système de traitement de champ électrique pulsé consiste en 

plusieurs parties (figure 2.3): 

- Générateur de CEP; il a pour mission de transformer le courant électrique continu en 

discontinu (sous forme d'impulsions) (Grimi, 2009). 

- Sourced’alimentation à haute tension,  

- Condensateur de stockage d’énergie, emmagasine l'énergie électrique lentement et 

la restitue à un temps bref 

- Résistance : pourlimiter la charge de courant,  

- Commutateur : pour décharger l’énergie du condensateur àtravers l’aliment 

- Chambre de traitement, transfère l'énergie à l'aliment ou à la matrice à traiter. Elle 

estcomposée généralement de deux électrodes englobant la matrice. (Qin et al., 1998). 

- Elle peut être statique mais ne peut traiter qu'un petit volume à la fois, ou continu pour 

traiter de plus grands volumes et peut etre appliquée à l'échelle industrielle.(Barbosa-

Cánovaset al., 1999).  

- Il existe 3 types de chambres de traitement, (Figure 2.4), naturelles plates pour le 

traitement discontinu, Cofield et Coaxiales pour le traitement continu. 
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Figure  2.4 : Installation CEP (Amiali, 2005) 

 

Les tensions maximales à travers le condensateur et celle du générateur, sont égales. 

Uncommutateurélectrique ou switchpermet dedéchargerl’énergie(instantanément en 

millionième de seconde) stockée dans le condensateur à travers l’alimentcontenudans 

la chambre de traitement (Aouir, 2015). 

Figure  2.5 : Chambres de traitement continues (a), (b), (c) et statique (d) (FDA, 2000) 

d. Paramètres influençant le CEP 
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Pour obtenir le maximum d'électroporation avec une basse consommation d'énergie, plusieurs 

paramètres sont à contrôler : intensité du champ électrique, temps de traitement ainsi que la 

température du procèssus. De plus, le nombre de répétitions des pulsations et la durée de 

l'application des pulsations  (Luengo et al., 2015). 

D'après Grimi (2009), les principaux paramètres qui influencent le traitement au CEP: 

- Intensité du champ électrique: Le comportement de la cellule dépend de l'intensité 

appliquée (E), ainsi, il existe une intensité critique qui provoque la perméabilisation cellulaire. 

- Durée du traitement et forme de l'impulsion: La durée de traitement est définie comme 

étant le temps effectif de l'application du traitement. Selon le type d'installation, il existe 

plusieurs types d'impulsions:  

 Rectangulaires monopolaires, En dépit du cout onéreux de l'équipement, ce sont les 

impulsions les plus efficaces pour la perméabilisation et les plus rentables 

énergétiquement 

 bipolaires, provoquent un stress supplémentaire dans la cellule, ce qui peut 

l'endommager. Aussi, elles requièrent moins d'énergie et entrainent moins de dépot sur 

les électrodes. 

 exponentielles, les plus utilisées pour les traitements exponentielles 

- Température au cours du traitement: Le traitement au CEP est plus efficace avec 

l'augmentation de la température, Plusieurs phénomènes alors se produisent : diminution de 

la pression osmotique, modification de la forme cellulaire, expulsion de l'air dans l'espace 

intracellulaire (Aguilera, 1999). Cependant, au delà d'une certaine valeur, l'augmentation de 

la température a une influence négative (Lebovka, 2009). 

- Conductivité: C'est un paramètre clé pour le bon fonctionnement du CEP, et dans 

l'efficacité du traitement, ainsi une conductivité importante necessite plus d'énergie lors du 

passage du courant.  

e. Avantages et Inconvénients 

Le CEP est un procédé de désintégration doux, souvent appliqué à température ambiante et 

n'introduit pas d'impuretés additionnelles au procès. Aussi il aide à prévenir les changements 

dans le matériel désiré (Benammar et al., 2011). 

Sa haute efficacité ainsi que sa sécurité sont ses principaux avantages (Gateau et al., 

2021).Elle aiderait à diminuer l'utilisation de solvants, et à obtenir des extraits de meilleures 

qualités (Carullo et al., 2018; Gunerken et al., 2015). Ce procédé, peut être appliqué en 

continu, en batch et peut être appliqué à l'échelle industrielle (Goettle et al., 2013).Cependant, 
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la matière à traiter doit être diluée dans une solution ou un milieu liquide. La biomasse 

microalgale requière un lavage et une désionisation pour augmenter la résistance électrique du 

milieu utilisé. L'énergie consommée et la rupture cellulaire varie dramatiquement selon la 

composition du milieu utilisé. Par exemple, l'augmentation de la conductivité est associée 

avec la libération des composés puis une augmentation locale de la température (Gnerken et 

al., 2015). 

f. Exemples d'applications duCEP 

Luengo et al. (2015) ont reporté l'extraction de la lutéine à partir de Chlorella vulgaris traité 

par CEP avec 25 kV/cm d’intensité de champ éléctrique. Ils ont observé une augmentation du 

rendement d'extraction par 3.5 à 4.2 fois comparé au contrôle. Soto-sierra et al. (2020) ont 

observé une augmentation du rendement d'extraction des pigments à partir de la biomasse 

fraiche de Chlorella vulgaris traité par CEP: lutéine et chlorophylle : 0.1 et 3.4 fois 

respectivement, comparé au contrôle. Zhang et al. (2021) ont observés que le CEP a 

significativement améliorer le rendement d'extraction jusqu'à 166.67%, mais un haut voltage a 

causé la diminution de la qualité des extraits lipidiques. Toepfl (2006) a obtenu une 

augmentation de la chlorophylle et des caroténoïdes des extraits de Chlorelle, après 

application du CEP (15 kV/cm, 100 kJ/kg), et un rendement significatif de protéines de 27%. 

Aussi, Coustets et al. (2013) a observé une augmentation des protéines totales extraites à 

partir de Chlorella vulgaris traitée au CEP. Leonardt et al. (2020) ont obtenu une 

augmentation de l'extraction du taux de protéines de 1% après prétraitement au CEP. 

g. Application du CEP à l'échelle industrielle 

D'un point de vue technique, le procédé traite une grande quantité avec un écoulement 

important et une énergie de traitement donnée, c'est pour cela qu'il requiert des chambres de 

traitement contenant de grands volumes et de hautes répétitions de pulsations et de 

fréquences. Ce qui impose un espace et une surface d'électrodes large, ainsi qu'une amplitude 

des pulsation importante, causant une augmentation de l'écoulement (Bluhm, 2006). 

2. 5.Extraction biomasse fraiche 

L'état de la biomasse récoltée et la méthode de séchage, sont des variables à considérer pour 

la comparaison de méthodes de rupture cellulaire. Le séchage cause des changements 

morphologiques dans les cellules de la chlorelle. Le spray dring crée des granules 

d'approximativement 60–80 μm composés de 3000- 7000 cellules, avec un espace central. 
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Quant à la lyophilisation, elle forme des structures en feuillets de cellules fusionnées, aussi, 

les cristaux développés induisent le déplacement des constituants cellulaires (Lin, 1985). 

Compte tenu du prix pour la déshydratation ou le séchage qui coûte 70-80% du prix final de la 

production des composés extraits(Kappor et Butler, 2018), la lyophilisation par exemple coûte 

5fois plus cher qu'une méthode de séchage conventionnelle (Rati, 2001). L'extraction  humide 

ou sur biomasse fraiche a émergé comme approche alternative à l'extraction sèche (Biller et 

al., 2013; Schagerl  et  Künzl, 2007; Demirbas, 2009) et plus économique. 

2.6. Extraction des Lipides à partir de Chlorella 

Les lipides des microalgues peuvent être généralement divisés en deux larges classe, basées 

sur la polarité des molécules; lipides neutres et polaires. Les lipides polaires peuvent à leur 

tour être catégorisés en phospholipides (PPL) et glycolipides (GL). Ils ont les composants 

principaux des membranes cellulaires et des organelles, contribuant à leur flexibilité, fluidité 

et leur perméabilité sélective. Quant aux Lipides neutres (NL) ils consistent en acylglycérols 

et acides gras libres, utilisés pour le stockage de l'énergie (Bellou et al., 2014).Les lipides sont 

présents sous formes de goutelettes dans la matrice du chloroplaste et dans le cytoplasme, leur 

extraction vers un milieu extérieur peut être diminué ou freiné par la rigidité de la paroi 

cellulaire (Bradley et al., 2015).L'extraction de ces composés se fait généralement à l'aide de 

solvants organiques, sélectifs et solubles aux lipides, mais restent toxiques (Ranjith kumar et 

al., 2015),créant ainsi une problématique, à laquelle s'ajoute la difficulté de pénétration des 

solvants dans les cellules à paroi rigides. En conséquence, des prétraitements sont introduits 

pour améliorer leur diffusion et l'accessibilité des lipides (Obeid et al., 2018). 

Le genre Chlorella, contient plusieurs espèces qui produisent des taux variables de lipides, par 

exemple, Chlorella vulgaris 14-22%, Chlorella ellipsoidea 4-49% and Chlorella pyrenoidosa 

2-11.9%. En variant les conditions de culture, le rendement peut atteindre 18.9% (avec 

limitation d'azote) jusqu'à  22.2% de lipides (sous des conditions optimales). (Saroya et 

Bansal, 2018). Pour affaiblir la paroi de Chlorella sp et arriver à la rupture cellulaire, 

différentes méthodes sont utilisées à savoir: chimiques, physiques et biologiques, seules ou 

combinaison. Les techniques physiques ou mécaniques attaquent la paroi microalgale sur 

biomasse fraiche ou sèche, on peut citer: fraisage, broyage, homogénéisation à haute pression, 

choc osmotique, explosion à la vapeur, cavitation hydrodynamique, ultrasons, micoondes et le 

champ électrique pulsé. Pour l'extraction des lipides, la consommation d'énergie et 

l'adaptation à l'échelle industrielle sont les principaux contraintes(Lee et al.,2017; Aguirre et 

al., 2014).L’efficacité de l’extraction dépend de la teneur en eau de la biomasse (fraiche, 
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sèche, lyophilisée),la nature et la composition du solvant et aussi de la méthode d’extraction 

utilisée (Balasubramanian et al., 2013, Ryckebosh et al., 2011; Lee et al., 2010; ). 

De nombreuses méthodes d’extraction par solvants organiques existent. Les plus largement 

utilisées pour l’extraction des lipides des microalgues sont celle basées sur les méthodes de 

Folch (1957) et de Bligh & Dyer (1959). Ces techniques sont reconnues comme méthodes de 

références d’extraction des lipides totaux. 

2.6.1. Approches conventionnelles- extraction directe aux solvants 

Depuis plusieurs années, l'extraction des composés actifs se fait par les méthodes 

conventionnelles représentées essentiellement par l’extraction au Soxhlet, la macération, la 

percolation. 

L'extraction des lipides avec l'aide de solvants organiques est basée sur le concept d'attirer-

dissoudre-attirer, c'est a dire les solvants polaires dissolvent les lipides polaires, et les solvants 

non-polaires dissolvent les lipides non-polaires (Ramluckan et al., 2014). 

De nombreux solvants comme l'acétone, benzène, chloroforme, n-héxane, méthanol, éthanol, 

butanol et cyclohexane peuvent dissoudre les lipides, mais le méthanol, chloroforme et 

l'héxane sont considérés comme les plus efficaces pour les lipides (Bundhoo, 2017). Les pré 

requis pour un solvant idéal sont la haute spécificité pour les lipides intracellulaires, avoir un 

point de fusion bas, insolubilité dans l'eau, prix intéressant, volatile et non toxique (Garoma et 

Janda, 2016). 

L'addition d'un solvant polaire aide à l'extraction des lipides neutres, ce processus entraine 

inévitablement les lipides polaires, le total est obtenu par évaporation des solvants ou par 

distillation (Halim et al., 2012). L'efficacité de cette technique dépend du choix du solvant et 

des ratios employés. Selon plusieurs études, le mélange chloroforme :méthanol(avec les 

différents ratios utilisés) est le plus utilisé de par sa rapidité et son efficacité pour l'extraction 

des lipides, le ratio 1:2 (v/v) fait référence à la méthode Bligh et Dyer (Bligh et Dyer, 1959) 

alors que le ratio 2:1 (v/v) à la méthode Folch (Folch et al., 1957). Ces méthodes ont été 

effectives sur biomasse fraiche et sèche. Les principaux inconvénients de ces techniques sont 

la consommation importantes de solvants toxiques, le temps important et la consommation 

d'énergie (Venkata subhash et al., 2017). 

2.6.2. Méthodes non-conventionnelles/ Innovantes 

2.6.2.1. Champs électrique pulsé (CEP) 
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Durant les dernières décennies, l'utilisation d'électro-technologies comme le CEP, sont des 

techniques prometteuses pour l'extraction des lipides. Cette technique endommage les cellules 

causant la perméabilisation des membranes et des mouvements électrophorétiques. Les 

globules gras pourraient être retenus dans les cellules après le traitement au CEP, et peuvent 

être extraits avec des solvants adéquats (Eing et al., 2013). 

Dans l'étude de Foltz (2012), il a été conclu que le CEP peut être très utile pour l'extraction 

des lipides à partir de microalgues (Chlorella vulgaris, Chlamydomonasreinhardtii and 

Dunaliella salina) 

Plusieurs auteurs ont démontré l'efficacité du CEP pour l'extraction des lipides en unique ou 

en combinaison avec d'autres techniques. Flisar et al. (2013) ont étudié l'extraction des lipides 

à partir de Chlorella vulgaris à l'aide du CEP en système continu, avec une chambre de forme 

co-field, et un espace entre les électrodes fixé de 15mm. Cette étude a obtenu 

approximativement 50% (0.43g de lipides/g de MS) avec un champ électrique de 2.7 kV/cm 

pour 21 pulsations de 100 μs. 

Dans l'étude de Han et al. (2019), l'effet du CEP sur l'extraction des lipides de Chlorella 

pyrenoidosa comme pré-traitement couplé avec un mélange hexane/éthanol en remplacement 

du mélange connu chloroforme/méthanol, le taux d'acides gras a augmenté de 8% comparé au 

contrôle  

 

2.6.2.2. Ultrasons (US) 

Même si l'application de la technique des Ultrasons est connue depuis quelques dizaines 

d'années, leur exploitation pour l'extraction des lipides est récente. Plusieurs auteurs ont utilisé 

les US comme prétraitement pour l'extraction des bioactifs, notamment les lipides. Araujo et 

al. (2013) a comparé 5différents types extractions de lipides de Chlorella vulgaris, obtenant 

avec la méthode Bligh et Dyer assistée par les ultrasons (40 kHz, 29.7 W/L or 2.68 W/m2) le 

plus haut rendement d'extraction (52.5 % w/w). Quant à Cho et al. (2012) a attribué ce 

phénomène à la désintégration des cellules microalgales causé par l'augmentation des surfaces 

de contact durant le temps d'application. 
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Chapitre 3 : Caractérisation générale de la Chlorelle 

3.1. Introduction 

Les algues sont un groupe du règne des plantes, comprenant différentes espèces, qui sont la 

source de nombreuses molécules bioactives. Ces composés produits par des cellules en 

croissance constante, incluent: les protéines, les lipides, les sucres, les enzymes, les 

régulateurs de croissances, les pigments, les toxines et les antibiotiques. Les microalgues 

offrent de nombreux avantages pour les activités biologiques, ainsi que leur croissance rapide 

et leur grande biodiversité Elles sont utilisées dans plusieurs domaines; alimentaires, 

cosmétiques, médical, pharmaceutiques. (Ahmed, 2016). 

La sélection des espèces de microalgues possédant des profils nutritionnels intéressants, est 

fondamental pour le développement de nouveaux produits alimentaires. Par conséquent, une 

caractérisation physicochimique des microalgues est une étape importante pour déterminer 

quelle espèce est la mieux adaptée à différentes applications et objectifs (Matos, 2017). 

Par ailleurs, le marché de l'agroalimentaire connait depuis quelques années un engouement et 

un intéret croissant pour les produits alimentaires enrichis en microalgues comme les pâtes, 

les biscuits, les snacks, les produits laitiers, la confiserie et le domaine des boissons. Elles y 

sont utilisées pour leurs valeurs nutritionnelles ou comme source de coloration naturelle 

(Tohamy et al., 2018). 

La Chlorella est une microalgue verte d’eau douce appartenant à la classe des chlorophycées. 

Elle est unicellulaire eucaryote et par la voie de la photosynthèse, en présence de la lumière,  

le dioxide de carbone, l'eau et une petite quantité de nutriments, produits de nombreux 

métabolites qui jouent un grand rôle dans les différentes industries (Ibrahim et Elbaily, 2020). 

Chlorella sp a été pendant plusieurs siècles un aliment faisant partie des habitudes 

alimentaires des populations d'Asie, d'Afrique et du Méxique. Cependant, sa production à 

l'échelle industrielle a seulement commencé au Japon dans les années 60, et actuellement est 

utilisée comme compléments alimentaires, vendues sous formes de capsules, tablettes ou sous 

forme liquide. Cette microalgue contient des composants antioxydants, des protéines de haute 

qualité ainsi que des acides aminés abondants, des teneurs intéressantes en lipides, des acides 

gras insaturés, des minéraux comme le fer et le calcium, et plusieurs types de vitamines 

incluant les vitamines A, B2, B6, B8, B12, E et K. Elle peut conférer des effets antiviraux, anti-

tumoraux et hypocholestérolémiants. Aussi, elle peut intervenir sur les troubles de 

l'alimentation, le taux de sucres dans le sang et le temps de cicatrisation des plaies. En effet, la 
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Chlorelle est reconnue comme aliment fonctionnel et thérapeutique, et est considérée comme 

un ingrédient prometteur dans l'industrie alimentaire. 

La présente étude entreprend comme objectif principal de caractériser la microalgue Chlorella 

sp, espèce prélevée dans le sud Algérien, et cultivée au niveau du laboratoire sous des 

conditions déterminées et controlées, connaitre sa valeur nutritionnelle et ses spécificités, afin 

de pouvoir l'incorporer dans les différents produits alimentaires  

3.2. Matériel et méthodes 

3.2.1. Matériel biologique 

L'étude a été réalisée sur une souche de Chlorelle “Chlorella sp”. Le prélèvement de la 

microalgue a été réalisé au niveau du lac d’El-Goléa situé à El Ménéa en Octobre 2011. La 

méthode d’isolement sur milieu solide BG11 a été adoptée (Kord et al., 2012). 

La culture et la récolte ont été faites au sein du laboratoire de Technologie Alimentaire et 

Nutrition Humaine (LRTANH) de l’ENSA. La morphologie de la Chlorelle a été observée à 

l'aide d'un microscope optique (OPTIKA DC7 5V) comme le montre la Figure 3.1. 
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(a) 

 

(b) 

Figure  3.1 : Aspect de la souche étudiée vu au microscope électronique (a) : x50 , (b) x100) 
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3.2.2. Préparation du milieu de culture 

Pour la culture de la Chlorelle, le milieu de culture Bold’s Basal Medium(BBM) a été préparé 

en utilisant des solutions stock selon le Tableau 3.1. Chaque solution stock de 1-14, doit être 

préparée séparément pour éviter le risque de précipitations, autoclavées puis stockées à une 

température de 4°C (Connon, 2007). 

Tableau   3.1Préparation du milieu BBM (Connon, 2007) 

Solution 

Stock No. 

Nom Chimique Formule Masse

(g) 

Eau 

distillée(m

L) 

1 di-potassium 

hydrogenorthophos

phate 

K2HPO4 1.875 250 

2 Potassium di-

hydrogenorthophosp

hate 

KH2PO4 4.375 250 

3 Sulphate de 

Magnesium 

MgSO4.7H2O 1.875 250 

4 Nitrate de Sodium NaNO3 6.250 250 

5 Chloride de Calcium CaCl2.2H2O 0.625 250 

6 Chloride de Sodium NaCl 0.625 250 

7 EDTA sel  EDTA-Na4 5.000 100 

 Hydroxide de 

Potassiumtetrasodium 

KOH 3.100  

8 Acide Sulphurique 

conc 

sulphate.Ferreux 

(C=1.84g/ml) 

FeSO47H2

OH2SO4 

0.498 

0.1mL 

100 

9* Acide Borique H3BO3 1.142 100 

10 Sulphate de Zinc ZnSO4.7H2O 0.353 25 

11 Chloride de Manganese MnCl2.4H2O 0.058 25 

12 Sulphate de cuivre  CuSO4.5H2O 0.063 25 

13 Nitrate de Cobalt Co(NO3)2.6H2O 0.020 25 
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14 Molybdate de Sodium Na2MoO4.2H2O 0.048 25 

*Nécessite un chauffage de 50-60°C afin d'obtenir sa dissolution  

Ces solutions stocks peuvent être stockées pendant 3mois à partir de la date de préparation 

pour les solutions 1-6, 12mois pour les solutions 7-14, ou indéfiniment si elles sont 

autoclavées. Cependant, si une précipitation est observée dans n'importe quelle solution, 

celle-ci doit être obligatoirement renouvelée. 

Pour la préparation du milieu BBM, pour 1L de milieu, les solutions stocks doivent être 

ajoutées selon l'ordre numérique établi selon le Tableau 3.1.,comme suit: 10mL de chaque 

solution stock  1-6 ,1mL des solutions  7-9 , 0.1mLdes solution10-14. Une fois tous les 

produits chimiques regroupés, le volume est complété à 1L avec de l'eau distillée. Le récipient 

contenant le milieu culture est agité pendant 30minutes, pour l'homogénéiser. 

3.2.3. La Culture de la Chlorelle 

La culture de Chlorella sp, s'est faite à partir de cellules fraîches cultivées séparément dans 

des conditions spécifiques selon le Tableau 3.2, avec le Bold’s Basal Medium comme milieu 

de culture, en système semi-continu et en duplicata (Richmond, 1986).Les cultures sont dans 

un premier temps débutées dans des erlenmeyers avec une densité d'inoculation des cultures 

de 1,5 à 1,8. 10
6
 cellules / mL, puis transvasé dans des récipients de 5L (Figure 3.2).  
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(a) 

(b) 

(c) 
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    (d) 

 

Figure  3.2 : Culture de Chlorella sp 

(a) et (b) : Inoculums de la culture en première et deuxième phases, (c) et (d): culture finale 
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Le pH du milieu a été maintenu à 8.80 ± 0.58. La température de culture était de 27,54± 

0.87°C , exposé sous des tubes fluorescents à 3.98 ± 0.42 Lux avec des cycles de lumière / 

obscurité de 8:16h (Plaza, 2012 ). Une agitation en régime permanent a été appliquée en 

faisant barboter de l'air à l'aide une pompe à air (AC 9904) sans dioxyde de carbone 

supplémentaire pour aérer les cellules, assurant une exposition uniforme des algues à la 

lumière pour une croissance optimale et une valeur nutritive. Le pH a été mesuré à l'aide d'un 

pH-mètre (WTW, 315i / SET, Allemagne) tandis que la conductivité a été effectuée par un 

conductimètre électrique (WTW, 197i, Allemagne). La pureté de la culture, l'identification et 

la concentration des cellules ont été calculées sur une cellule de Malassez à l'aide d'un 

microscope optique (OPTIKA DC7 5V). 

Tableau   3.2Conditions de culture de Chlorella 

Temperature 

(°C) 

Hygrométrie 

(%) 

Luminosité 

(Klx) 

Conductivité 

(mS/cm) 

pH 

27.54 ± 0.87 8.43 ± 1.77 3.98 ± 0.42 0.93 ± 0.23 8.8

0 ± 0.58 

3.2.4. Récolte de la biomasse 

Selon la courbe de croissance, et arrivant à la phase stationnaire, après approximativement 

3semaines, la récolte est effectuée ou un volume de suspension est prélevée puis centrifugée à 

4500 tours/min  pendant 15min en utilisant une centrifugeuse (SIGMA 2-15, Germany) Les 

culot ainsi obtenus après centrifugation, sont rincés deux fois à l'eau distillée, le mélange est 

homogénéisé, soumis à une centrifugation pour chaque lavage. Les surnagents sont éliminés 

et les culots raclés et regroupés, puis pesés à l'aide d'une balance électrique (KERN EW) et 

enfin conservés au frais jusqu’à utilisation ultérieure. Une fois la biomasse récoltée sous sa 

forme fraiche, elle est soumise à une lyophilisation à l'aide d'un lyophilisateur (CHRIST 

ALPHA 1-2). Une poudre fine de couleur vert foncé est ainsi obtenue, puis conservée dans un 

récipient hermétique à une température de -4°C. 

3.3. Analyses biochimiques et physico-chimiques de la Chlorelle 

3.3.1. Détermination de la matière sèche 

Pour la solution mère, un volume de 100ml de culture est prélevé sa densité optique à une 

longueur d’ondes λ = 685 nm est mesurée à l'aide d'un spectrophotomètre (JENWAY Genova 

Plus, UK). Une série de dilutions est réalisée à partir de cette solution mère: 1/2, 1/4, 1/8, 
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1/16, (50ml dans 50ml d'eau distillée). La mesure de la densité optique de chaque solution est 

mesurée, puis le poids sec de la Chlorelle a été déterminé par filtration à travers un papier 

filtre en fibres de verre (Whatman GF / F), pré-séchés à 80°C pendant une nuit dans une étuve 

(Memmert UNB 500) et pré-pesée par une balance (KERN EW). Les filtres contenenant les 

microalgues obtenus sont ensuite étuvés à 80°C pendant la nuit.  

Le poids sec est obtenu comme suit:  

𝑃(Poids de la matière sèche g)  = 𝑃1 − 𝑃2(3.1) 

𝑃1 = Poids de filtres + matière sèche (g)     (3.2) 

𝑃2  =  Poids de filtres vides (g)                                                              (3.3) 

Les analyses sont effectuées en triplicata. La courbe d’étalonnage de la lecture de 

l’absorbance en fonction du poids sec est établie à partir des résultats obtenus par les 

équations 3.1, 3.2 et 3.3.. 

3.3.2. Détermination du taux de cendres 

L'évaluation de la teneur en cendres totales a été effectuée après incinération dans un four à 

moufle (Linn Electro Term, Allemagne), à une température de 450 °  pendant 48 h d'un 

échantillon lyophilisé de 0,5 g (Tokuşoğlu et Ünal, 2003; Rebolloso Fuentes et al., 2000 ). 

3.3.3. Détermination de la teneur en protéines 

La teneur en protéines totales a été effectuée par la méthode de Kjeldahl(AOAC, 1997 ; ISO 

TS-17837, 2008). Une première étape de minéralisation se fait par introduction des 

échantillons ajoutés à l' acide sulfurique 0,1N (H2SO4) dans des matras, puis la minéralisation 

se fait à 420°C pendant 3 h. Le sulfate d'ammonium (NH4)2SO4 est le produit essentiel de la 

minéralisation. 

La deuxième étape, une distillation est réalisée, en présence de (NaOH) ajouté en volume égal 

à celui du minéralisât, l'hydroxyde d'ammonium formé (NH4OH) est récupéré dans un bécher 

de titrage contenant une solution d'acide borique. Le borate d'ammonium formé ((NH4)3BO3) 

fait augmenter le pH de la solution.  

La solution est par la suite titrée par de l'acide sulfurique 0,1N. Le volume d'acide sulfurique 

ajouté correspond à l'ammonium contenu dans l'échantillon de départ. Les résultats sont 

calculés selon les formules (3.4) et (3.5) : 
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𝑁𝑇 % = (𝑉1 −  𝑉2) × 0.14 × 10 × 𝑁/𝑃(3.4)   

Taux de protéines (
g

100ml
) = 5.95 × NT                                           (3.5) 

Avec,  

 V1 : volume d’H2SO4 nécessaire au titrage de l’échantillon en mL  

 V2 : volume d’H2SO4 nécessaire au titrage du blanc en mL 

N : normalité de l’acide sulfurique (0,1N),  

P : masse de l’échantillon de jus en g  

5, 95 : facteur protéique de la chlorelle. 

3.3.4. Détermination de la teneur en matière grasse 

La teneur en lipides est analysée selon un protocole de Binnal et Babu(2017) où 2 ml de 

méthanol et 4ml de chloroforme est ajouté à 300mg de biomasse fraiche. Le mélange est agité 

à l’aide d’un vortex (CYAN CL001,Belgique) pendant 2min. Un ml de chloroforme est ajouté 

par la suite, le mélange est soumis une deuxième fois à une agitation pendant 1min. 1.8ml 

d'eau distillée est additionné à la mixture qui est vortéxée pendant 2min. Une centrifugation 

de 4500tr/min pendant 15min. permet de faire apparaitre 2couches (voir Figure 3.3), une 

couche inférieure chloroformique contenant les lipides, est filtrée à travers un papier filtre 

(WHATMAN No. 1) via un buchner muni d'une pompe sous vide (VAC 56863, France) vers 

un flacon propre préalablement pesé (W1). Quant à la phase supérieure contenant le culot, elle 

est encore extraite trois fois selon les mêmes étapes citées plus haut. Les filtrats sont collectés 

et regroupés et évaporés à l'air libre. Le poids final du tube contenant les lipides est pesé (W2). 

La teneur en lipides est calculée en% de matière sèche selon la formule suivante : 

𝑊 poids de lipides (g) =  𝑊2    −  𝑊1(3.6) 

𝑊1    =  poids des tubes vides (g)                                               (3.7) 

𝑊2    =  poids des tubes  + poids des lipides (g)   (3.8) 
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Figure  3.3 : Les couches obtenues durant l'extraction des lipides 

3.3.5. Détermination du profil en Acides Gras 

Le profil en acides gras de la matière grasse extraite selon les étapes décrites dans la section 

2.4.4, a été déterminéparchromatographieenphasegazeuse(GC,ChrompackCP9002,Pays-Bas).  

Les acides gras sontpréalablementtransformésenestersméthyliquesd’acidesgrascorrespondants 

(FAME) par méthylation selon la méthode de Wolf (1968), qui consiste à ajouter 0,5 mL de 

méthanol et 0,5 % d’acide sulfurique à 0,2 g de matière grasse, sceller les tubes puis porté à 

140C°dans un bainmarie à sec pendant 2 heures.(Aouir et al., 2017). Les conditions opératoires 

sont détaillées enAnnexe 01. 

3.3.6. Détermination des sucres totaux 

Les sucres totaux sont déterminés par colorimétrie à 483 nm par la méthode de Dubois et 

al.(1956), selon le protocole de Takache et al. (2010) après hydrolyse de l’échantillon avec de 

l’acide sulfurique (98%) en présence du phénol (50g/l). Le D-glucose est utilisé comme 

standard (le protocole d’analyse des sucres totaux est détaillé en Annexe 02. 

La teneur en sucres totaux est calculée selon la formule suivante 

ST% =
X∙FD∗103

106 × 100 ×
100

(100−H)
                                                  (3.9) 

X : Concentration de sucres sur la courbe d’étalonnage en gramme. 

FD : Facteur de dilution. 

10
3 

: Facteur de conversion en gramme. 

H : La teneur en eau, exprimée en pourcentage massique de la poudre végétale. 
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3.3.7. Identification des sucres 

L'identification des sucres chez Chlorella sp.a été effectuée par chromatographie en phase 

liquide, effectué au niveau du laboratoire central de la police scientifique (LCPS, Chateau 

neuf, Alger). Les sucres ont été extraits selon la méthode décrite par Pellegrini et al.(2018),où  

un échantillon de 500mg de Chlorelle lyophilisée a été soumis à une extraction par ultra-

sonication pendant 30 min avec 5 ml d'eau ultra pure, puis centrifugé à 12 000 tr/min pendant 

10 min et enfin filtré à travers un filtre en nylon de 0,45 μm de porosité(Filter-Lab®). 

Les sucres ont été déterminés par HPLC dont les conditions opératoires sont détaillées dans 

l'Annexe 03. Des courbes de calibrations de0-20, 0- 20, 0- 15 mg/ml) ont été réalisées à partir 

des solutions étalon mères de fructose, glucose et saccharose, respectivement.  

Chaque composé a été identifié en comparant les temps de rétention avec des standards de 

référence et des concentrations inconnues ont été calculées au moyen d'une équation de 

courbe d'étalonnage standard. Les concentrations en sucre ont été rapportées en g/100 g 

d'échantillon. 

3.3.8. Détermination des acides organiques 

L'analyse a été effectuée au niveau du laboratoire central de la police scientifique (LCPS, 

Chateau neuf, Alger). Les acides organiques ont été extraits par HPLC selon la méthode 

décrite par Pellegriniet al.(2018). Ces composés ont aussi été déterminés par HPLC, dont des 

conditions détaillées en annexe 04. Des courbes de calibrations entre 0- 0.2, 0- 1, 0- 10 mg/ml 

ont été réalisée à partir des solutions étalon mères d’acides fumarique, oxalique, tartrique, 

respectivement. Chaque composé a été identifié en comparant les temps de rétention avec 

ceux des standards et des concentrations inconnues, calculées au moyen d'une équation de 

courbe d'étalonnage. Les concentrations en sucre ont été rapportées en g/100 g d'échantillon, 

tandis que celles en acide organique les dosages des échantillons ont été rapportés en mg/g 

3.3.9. Dosage des éléments minéraux et des métaux lourds 

L'analyse a été faite au niveau du laboratoire central de la police scientifique (LCPS, Chateau 

neuf, Alger). 

Minéralisation et mise en solution : 500 mg de Chlorelle lyophilisée, est introduit dans un 

creuset en porcelaine, placé dans un four à moufle à une température augmentant 

progressivement de 200 à 450 °C. L'échantillon subit une calcination pendant 6h jusqu’à 

dégagement de fumée noir, indiquant ainsi la fin de l’incinération. Une digestion par 2 ml 

https://www-sciencedirect-com.www.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S0926669017306829#!
https://www-sciencedirect-com.www.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S0926669017306829#!
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d’acide nitrique (HNO3), additionné de02 gouttes de peroxyde d'hydrogène (H2O2). Une 

évacuation à sec sur plaque chauffante à 300°C est effectuée, suivie d'une filtration de la 

mixture à l’eau déminéralisée, obtenant ainsi un filtrat recueilli dans une fiole de 25 ml. Ce 

filtrat constitue la solution mère à partir de laquelle la détermination des éléments est 

effectuée ultérieurement. Les éléments Na, K, Fe, Zn, Ca, Mg, Mn, Cu et Al sont dosés par 

spectrométrie d’absorption atomique utilisant un spectromètre d’absorption atomique mode 

flamme :(Aanalyst 800 PERKIN ELMER)et le Phosphore par colorimétrie. La préparation 

des gammes d’étalonnages est détaillée en Annexe 05. 

3.3.10. Détermination des pigments 

Un volume de culture de 0,1 -à1 ml dépendament de la densité cellulaire de la culture, est 

transvasé dans des tubes en verre (DURAN, SCHOTT MAINZ, JENAERGlas), centrifugé à 

4500 tr/min pendant 10min. Le surnagent est d'abord éliminé, et le culot est additionné à 1ml 

de méthanol. Le mélange est soumis à une agitation au vortex jusqu'à dissolution du culot 

dans le solvant, puis gardé dans l'obscurité à 4ºC pendant 20minutes. Une centrifugation est 

effectuée par la suite à 4500 tr/min pendant 10min, le culot obtenu, composé de méthanol est 

recueilli. Ce culot est soumis à plusieures extractions jusqu'à éclaircissement de la couleur du 

vert foncé vers le blanc. 

Les surnagents obtenus après centrifugation sont regroupés et analysés pour leur teneur en 

pigments par spectrophotométrie UV-visible, l'absorbance est mesurée à différentes  

longueurs d’ondes (470, 653et 666nm) par un spectrophotomètre (JENWAY GenovaPlus, 

UK). Les teneurs en pigments sont calculées à l'aide de la formule de Wellburn (1994). 

Chlorophyllea (Chlaen
mg

g
deMS) = (15.65 × A666 ) − (7.34 × A653 )(3.10) 

Chlorophylleb (Chlben
mg

g
deMS) = (27.05 × A653 ) − (11.21 × A666 )(3.11) 

CaroténoidesT (CarTen
mg

g
deMS) =

(1000 ×A470 )−(2.86×Chla)− (129.2×Chlb)

221
(3.12) 

3.4.Analyses microbiologiques 

Pour évaluer sa qualité, la biomasse de la Chlorelle lyophilisée est soumise à des analyses 

microbiologiques,  
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3.4.1. Germes mésophiles aérobies totaux (GMAT) 

La recherche et le dénombrement des germes mésophile aérobies totaux est effectuée par 

transfert de 0,1 mL des différentes dilutions décimales (10
-2

 jusqu'à 10
-5

)dans les boîtes de 

Pétri sur lesquelles 15 mL du milieu de Plate Count Agar (PCA) sont versés. Une fois 

solidifiée, une deuxième couche de gélose est versée sur la première . L'incubation des boîtes 

de Pétri se fait à 30 °C pendant 72 heures. La lecture est effectuée seulement sur les colonies 

blanchâtres situées entre les 2 couches de PCA. On retient pour le dénombrement, un nombre 

compris entre 30 et 300 colonies. 

3.4.2. Flore fongique (FF) 

La flore fongique est représentée par les levures et les moisissures. Cette analyse est effectuée 

selon la norme française NF XP-OS-059-Octobre 1996 (AFNOR, 1996). Pour le 

dénombrement des levures et moisissures, l'Oxytetracycline Glucose Agar (OGA) est utilisé 

comme milieu de culture. L'inoculation se fait avec 0,1 ml des dilutions décimales étalé à la 

surface de la gélose. L'incubation s'effectue pendant 5jours à 25 °C, seules les boîtes 

contenant moins de 150 colonies seront retenues. Des colonies blanchâtres de petites tailles 

seront observées pour les levures, et des colonies cotonneuses filamenteuses pour les 

moisissures. 

3.4.3. Coliformes totaux (CT) 

La recherche des coliformes totaux est effectuée d'après la normes NF V08-050-Avril 2009, 

où1 ml d'une dilution décimale est prélevé puis ensemencé sur le milieu désoxycholate 

Lactose Agar (1%), les boites sont  incubées à 30°C pendant 48 heures.  

3.5. Analyse statistique 

Les analyses ont été effectuées en triplicata et les valeurs sont présentées et exprimées en 

valeur moyenne ± écart-type. L'analyse de la variance (ANOVA) ainsi que le test de Turkey 

ont été réalisés en utilisant le logiciel R version 3.0.2 (R Core Team, 2013). Les différences 

avec une probabilité <0.05 ont été considérées comme significative.  

3.6.Résultats et Discussion 

3.6.1. Morphologie et Courbe de croissance 

Les cellules de Chlorella sp.ont été observées au microscope. La Figures 3.4 ,montre une 

structure monocellulaire, de cellule sphérique de couleur verte brillante . 
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(a) 

 

(b) 

Figure  3.4 : Chlorella sp à deux stade de croissance (a: phase de latence, b: phase 

exponentielle) 

 

 



Chapitre 3 Caractérisation générale de la Chlorelle 

63 
 

 

Figure  3.5 : Courbe de croissance de Chlorella sp 

Dans cette étude, la Chlorelle a été cultivée pendant plus de trois semaines. Le taux de 

croissance est exprimé en évolution de la DO à 680nm par rapport au temps(Figure 3.5).On 

remarque que les cellule de chlorelle passe par une phase de latence, pour d’adaptation et 

d’acclimatation dans leur nouveau milieu nutritif; de ce fait, leur croissance est très faible. 

Cette phase de latence a une durée de 9jours. Au delà de cette période, on remarque, que la 

croissance des cellules de Chlorelle Dépassant, la période d’adaptation, on note une 

augmentation significative de la croissance correspondant à la phase de croissance 

exponentielle. Dans cette phase, les cellules ont accumulé suffisamment de composés 

intracellulaires et ont doublé leur matériel génétique. La population par suite va commencer à 

croître grâce à la reproduction végétative. Les cellules se divisent donc en deux cellules filles 

identiques contenant chacune la moitié du contenu de la cellule mère et qui par la suite se 

diviseront elles-mêmes en deux (Laroisière, 2014). A partir du jour 15, on remarque que la 

vitesse de croissance de la culture reste constante et maximale, ce qui correspond à la phase 

stationnaire; Les conditions du milieu sont optimales pour la croissance cellulaire. La quantité 

moyenne des constituants cellulaires ainsi que l’évolution de la population sont constantes au 

jour 30. 
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3.6.2Composition physico-chimique de la chlorelle 

3.6.2.1. Profil nutritionnel de la chlorelle 

Le genre Chlorella connait plus de 70 souches différentes, ayant des capacité d'adaptation aux 

variations des conditions de leur milieu de vie (Kessler, 1976). La Chlorelle fait partie des 

espèces microalgales à hautes potentialités et susceptibles d'exploitation surtout dans le 

secteur agro-alimentaire. Toutefois, sa valorisation, est une étape à l'aval des procédés d'une 

batterie d'analyses faite pour la connaissance de la composition biochimique de la Chlorelle et 

de son profil nutritionnel. Dans cette perspective, les résultats de l'analyse de la biomasse dans 

notre étude sont exprimés sur 100 g de poids sec (Tableau 3.3). 

Tableau   3.3Composition physico-chimique de la Chlorelle 

Caractéristiques Teneur 

Matière sèche (%) 25±0.91 

Glucides (%) 19±1.1 

Protéines (%) 58±2.02 

Lipides (%) 11.8 ± 1.06 

Cendres (%) 9,11±0.7 

Valeur énergétique (kJ) 2680,43  

 

Valeur énergétique (kcal/100g) 640,64 

 

- Pour la teneur en matière sèche(MS), la Chlorelle analysée a révélé une teneur de 

25±0.91%;Ce qui corrobore le résultat obtenu par Tokuşoğlu et Ünal (2003)dont le 

pourcentage en Matière Sèche était de 20.61%. 

3.6.2.2.Evaluation de la teneur en glucides 

Le dosage des sucres de Chlorella sp. dans le présent travail révèle une teneur avoisinant les 

19±1.1%. Nos résultats corroborent ceux raportés par Templeton et al. (2012) et Piquemal, 

(1990) qui ont observé respectivement, 20.5 et 21%,chezChlorella vulgaris. Cependant, Notre 

résultat est différent de ceux rapportés par Vladimirova et al.(1979)avec 31,8% notée chez 

C.pyrenoïdosa. Cependant, Aaronson et al. (1980) ont observé seulement 2% pour la même 

espèce. :Pa contre, Trubachev et al.(1976) ont reporté 12-17 % chez Chlorella vulgaris,. Par 

ailleurs, 15 et 6,6%, ont été noté chez C.ellipsoidea Sk et C. spp 37 (Tokuşoğlu et Ünal, 2003; 
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Zhukova et al., 1969). D’autres chercheurs, Belkoura et al. (1997), ont rapporté chez C. 

sorokiniana la MS était entre 19,9 et 38,6 % MS. Ces différences peuvent être expliquées par 

les facteurs environnementaux (température et intensité lumineuse) sur la synthèse des 

composants; l'accumulation des composés glucidiques qui s'accentue à des températures et 

des intensités lumineuses relativement élevées, et dés lors le métabolisme cellulaire tend à 

l'accumulation des composés glucidiques, sous forme d'amidon, de paramylon, ou d'autres 

polysaccharides,(Belkoura et al.,1997 ; Robinson et Walker, 1981). Par ailleurs, la 

composition du milieu de culture et la teneur en azote, le pH, la luminosité et la photopériode, 

peuvent aussi faire varier la teneur en glucides contenu dans les microalgues Belkoura et 

al., 1997; Arad et Simon-Berkovitch, 1993 ; Harrison et al., 1990) 

Pour la caractérisation des sucres, dosés par HPLC, le profil obtenu en sucres simples est 

représentés par la figure 3.6 ,et leur teneur est montrée dans le tableau 3.4. 

 

Figure  3.6 : Chromatogramme en sucres simples de la Chlorelle analysé par HPLC 
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Tableau   3.4Teneur des sucres simples identifiés 

Sucres  Teneur en mg/g 

Glucose 4,87±0.1 

Fructose 4,82±0.08 

Saccharose 0, 42±0.03 

 

D'après le chromatogramme, seulement 3types de sucres ont été identifiés, le glucose et le 

fructose avec des teneurs de 4,87±0.1 et 4,82±0.08 mg /g de MS, suivi par le saccharrose avec 

seulement 0, 42±0.03 mg /g de MS. Templeton et al. (2012), ont noté pour Chlorella vulgaris, 

les mêmes teneurs en glucose (4.8 ±0.1 mg/g) mais seulement 0.3 ±0mg/g de fructose ont été 

trouvés. Ces deux espèces ont montré la présence de nombreux monosaccharides tels que: 

glucose, rhamnose, arabinose, mannose. De plus, Souza et al. (2017) ont obtenu du glucose 

comme composé majoritaire détecté pour les sucres chez Chlorella sp et Chlorella 

sorokiniana. Le profil des monosachharides obtenu pour les deux espèces comprend entre 

autres: le glucose, galactose, rhamnose, xylose, mannose. Les différences dans la teneur en 

glucose peut être expliquée généralement par la durée de la récolte.. Si la culture est 

prolongée jusqu'à la phase stationnaire pour stimuler la synthèse et l'accumulation des sucres, 

l'amidon en particulier (Dragone et al., 2011) 

3.6.2.3.Evaluation de la teneur en protéines 

La teneur en protéines trouvée pour la chlorelle, représente environ 58±2.02% de MS. Ces 

résultats corroborent avec ceux trouvés par Barka et Blecker(2016),  Becker(2007) avec 58% 

de teneur en MS pour Chlorella vulgaris, et ceux de Belkoura et al.,(1997), Aaronson et 

al.(1980)avec60 % environ de MSpour la même espèce. Par ailleurs, Aaronson et al.(1980) 

ont observé une teneur de 57% chez Chlorella pyrenoïdosa. Ursuet al. (2014) et Trubachev et 

al. (1976) ont rapportés des teneurs de 53% et 51 -58%, respectivement pour Chlorella 

vulgaris. Cependant, nos résultats d'une autre part, diffèrent de ceux reportés par Slocombe et 

al.(2013) avec 6,87% pour l'espèce Chlorella spaerckii. Belkoura et al. (1997) ont observé 

seulement 26,9% chez Chlorella vulgaris. Phukan et al. (2011) et Tokuşoğlu et Ünal (2003) 

ont trouvé des teneurs en protéines de 43,22% et  47.82%de MS pour la même espèce. Ces 

différences dans les valeurs obtenues comparés à la littérature, peuvent être expliquées dans  

par les conditions culturales (en particulier de la température du milieu de culture) et du stade 

de croissance de la culture. 
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Ces valeurs obtenues restent plus importantes que la teneur des protéines contenues dans 

certaines sources animales ou végétales conventionnelles, tels que : le lait écrémé en poudre 

(36%), la farine de soja (37%), poulet et poissons (24%), bœuf (22%) et arachides (26%) 

(Barka et Blecker, 2016 ; Moorhead etal., 2011). En effet, le profil d'acides aminés de presque 

toutes les algues se compare favorablement avec celui d'autres protéines alimentaires. Comme 

les cellules sont capables de synthétiser tous les acides aminés, elles peuvent fournir les acides 

aminés essentiels pour les humains, comme c'est le cas pour la Chlorelle qui possède une 

teneur élevée en protéines et une composition en acides aminés équilibrée (Buono et al., 2014, 

Liu et al., 2013, Ryu et Kim, 2013 ; Guil-Guerrero et al., 2004). 

3.6.2.4.Evaluation de la teneur en lipides et profil en acides gras 

Les lipides sont des composants importants des membranes et parois cellulaires, et 

représentent une part très importante de la biomasse algale. La teneur des lipides dans ce 

présent travail a révélé en moyenne de 11.8 ± 1.06 %. Ces résultats sont identiqus avec ceux 

rapportés par Krishnan et al. (2019), Amin et al. (2019) et Hosseiniz and et al. (2017) qui ont 

obtenu 10.9 % ,10.7% and 10.63%,respectivement de rendement des lipides totaux à partir de 

Chlorella sp par la méthode conventionnelle de Bligh et Dyer. Nos résultats sont aussi 

similaires à ceux obtenus par Tokuşoğlu et Ünal (2003) avec une teneur de 13,32% pour 

Chlorella vulgaris Par ailleurs, Matos et al. (2016) et Abdo et al. (2015) ont reporté 12% des 

lipides totaux chez Chlorella vulgaris. Cependant, les teneurs en lipides de notre études ont 

différents de ceux observé dans les travaux de Phukan et al. (2011) ou 28% des lipides ont été 

recensés; Contrairement à ceux obtenues par Aaronson et al.(1980) avec 26%, Materassi et al. 

(1980) et Trubachev et al. (1976) avec des teneurs variant entre 15-27% et  14-22% 

respectivement, pour le genre Chlorella. Toutefois,, Belkoura et al. (1997) ont rapporté des 

teneurs en lipides chez Chlorella sorokiniana oscillant entre 13,2 et 24,8 % de  matière sèche. 

La composition de la biomasse algale dépend des conditions de culture et d'autres facteurs 

complexes, et peut aussi varier à l' intérieur de la même espèce(Amin et al., 2019). En effet, 

des variations inter-espèces considérables peuvent être observées, allant de 1 à 70 % de la 

matière sèche (Belkoura et al., 1997 ; Borowitzka, 1988). Ces variations peuvent être dues 

aux particularités métaboliques de chaque espèce d'une part et d'une autre part à l'influence 

des paramètres de production des lipides par les microalgues est conditionnée par plusieurs 

paramètres tel que : la température, l'intensité lumineuse, la concentration en C02 du milieu de 

culture, et de sa composition, et peut être stimulée par le stress environnemental (Feng et 

Zhang, 2011). 
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 Les microalgues de par leur teneur intéressante en lipides, peuvent représenter une source 

prometteuse de production, ayant un plus haut rendement 7-31 fois plus élevé que les plantes 

terrestres (Demirbas et Demirbas, 2011). 

Le profil en acides gras analysés par chromatographie en phase gazeuse est représenté dans le 

tableau 3.5,et les proportions des acides gras saturés, mono et polyinsaturés sont représentés 

dans le tableau 3.6. 

Tableau   3.5Profil des acides gras de la chlorelle obtenu par CPG 

Acide gras Dénomination Teneur en % 

C12:0 Acide laurique 0,81±0 

C14:0 Acide myristique 1,17±0,14 

C16:0 Acide palmitique 40,12±0,75 

C16:1ώ7 Acide palmitoléique 3,91±0,13 

C17:0 Acide margarique 0,80±0,03 

C18:0 Acide stéarique 17,34±0,02 

C18:1ώ9 Acide oléique 17,67±0 

C18:2ώ6 Acide linoléique 6,17±0,09 

C18:3ώ3 Acide linolénique 0,96±0,14 

C20:0 Acide arachidique 0,65±0,14 

C20:1ώ9 Acide gondoique 2,95±0.78 

C22:0 Acide béhénique 1,14±0 

Tableau   3.6Proportion des acides gras saturés, mono et polyinsaturés 

Acides gras % 

AGS 62,04 

AGMI 24,53 

AGPI 7,13 

(MUFA+PUFA)/SFA 0,51 

ω3 0.96 

ω6 6.17 

ω3/ω6 0,15 

ω9 20,62 
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Le profile en acide gras a montré des concentrations intéressantes d'acide palmitique (C16:0) 

avec 40.12±0,75% représentant le composant majeur, suivi par l'acide oléique (C18:1), l'acide 

stéarique (C18:0) avec 17.67 ±0 et 17.34±0,02 %, respectivement; tandis que les acides 

Linoléique (C18:2) et Palmitoléique (C16:1) sont présents avec 6.17 ±0,09 % et 3.91±0,13% , 

respectivement. 

Ces résultats sont en accord avec le profil obtenu par Jay et al. (2018) et Sharmin et al. 

(2016), qui reportent l'abondance des composés C16 et C18 , ou l'acide palmitique est l'acide 

gras primaire retrouvé. Yang et al. (2016) ont reporté que les lipides avec des teneurs en 

acides palmitique and oléique peuvent être utilisés pour la production de biodiesel de bonne 

qualité. 

Le profil a montré que les acides gras saturés (AGS) ont été les acides gras prédominants dans 

tous les échantillons, suivis par les acides gras monoinsaturés (AGMI) puis par les acides gras 

polyinsaturés (AGPI). Dans l'échantillon sans traitement,  62.04% pour les AGS , 24.53% 

AGMI, et 7.13 % AGPI ont été observés. Ces résultats corroborent ceux reportés par 

Shanmugam et al. (2020). Cependant,  moins de 30% de AGS et au delà de 20% des AGPI  

ont été retrouvés chez Chlorella vulgaris  dans les travaux de Matos et al. (2016),Khoeyi et 

al. (2011),sTukosuglu and Unal (2003) avec .La composition des acides gras peut être 

partiellement attribuée à la phylogénétique et au génome des microalgues. Elle peut dépendre 

aussi des conditions de culture et de la phase de croissance lors du temps de récolte (Matos et 

al.,2019, Ferreira et al., 2017; Rismani & Shariati, 2017). 

3.6.2.5.Evaluation de la teneur en cendres et composition en éléments 

minéraux 

La détermination de la teneur en cendres permet de quantifier la composition minérale 

générale de l'échantillon incinéré. Dans ce présent travail, elle représente 9,11±0.7% pour 

Chlorella sp. Toutefois, ce résultat reste plus important que ceux trouvés par Greque de 

Morais et al. (2015) avec 5% et Phukan et al.(2011) avec 5,93%. Jabeen et al. (2020) ont 

aussi obtenu 5.3% en teneur en cendres pour Chlorella vulgaris . Par ailleurs, Schuler et al. 

(2020) ont obtenu des teneurs en cendres variant entre 5.4 ± 0.5 et 12.7 ± 0.4 %, pour la 

même espèce. La teneur en cendres des micro-algues peut varier considérablement d'une 

espèce à l'autre et également selon la localisation géographique et la saison. 

La composition en éléments minéraux est determiné par SAA sur un échantillon de Chlorella 

sp incinéré (Tableau 3.7). 
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Tableau   3.7Teneur en éléments minéraux en mg/g de MS 

Eléments minéraux Quantité en mg/g de MS 

Ca 0,568± 0,02 

Al 0,412 ± 0,01 

Cu 1,379± 0,17 

Fe 1,583±0,00 

K 0,504±0,1 

Mg 13,21±1,85 

Mn 0,004±0,00 

Na 186,9±3,3 

Zn 0,839±0,02 

 

Le profil en éléments minéraux montre la présence de nombreux éléments minéraux, avec le 

le Sodium comme composant majoritaire avec une concentration de 186,9±3,3 mg/g de MS, 

suivi par le Magnésium (13,21±1,85 mg/g de MS). 

Tokuşoğlu et Ünal (2003), ont obtenu des teneurs différentes en éléments minéraux pour 

Chlorella vulgaris: P (17,61 mg /g de poids sec) , Na (13,46 mg), K (7,49 mg), Ca (5,93 mg), 

Mg (3,44 mg) et Fe (2,59 mg); les autres teneurs en minéraux comprenaient Mn (2,09 mg), Zn 

(1,19 mg), Se (0,07 mg), Cu (0,06 mg) et Cr (0,02 mg). Par ailleurs, Sukoyo et al. (2019) ont 

noté la présence de Na (15.99 %), Ca (1.64 %), Mg (14,42 %) .Ces différences peuvent être 

expliquées par les conditions et le milieu de culture ainsi que selon les espèces utilisés. 

3.6.2.6.Evaluation de la teneur en pigments 

La détermination des teneurs en pigments, comprenant la Chlorophylle a et b, ainsi que les 

caroténoïdes, sont représentés dans le tableau 3.8 

Tableau   3.8Teneur en pigments de Chlorella sp. 

Pigments 
Teneur (mg/g de 

matière sèche) 

Chlorophylle a 10,65±1.2 

Chlorophylle b 7,03±0.6 

Caroténoïdes 1,32±0.14 
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La chlorophylle a est présente dans la Chlorelle avec une valeur de 10,65 ±1.2 mg/g de 

matière sèche . Quant à la chlorophylle b, sa teneur est de 7,03±0.6 mg. Ceux-ci diffère des 

résultats obtenus par El Sheekh et Fathy (2009), qui ont obtenus des teneurs plus basses en 

Chlorophylle a de 4,481mg/g, des teneurs similaires en Chlorophylle b de 7,03 mg/g, et des 

teneures élevées en caroténoides (6,06 mg/g)r. Khalil et al. (2009), ont rapporté des valeurs 

proches pour la Chlorophylle a avec 9mg/g de MS, mais seulement 4.5mg/g de MS pour la 

Chlorophylle b, et des valeurs plus importantes pour les caroténoides totaux (3.5mg/g de MS) 

chez Chlorella ellipsoidea. Des valeurs plus basses pour Safafar et al.( 2016) qui ont obtenu 

pour Chlorella vulgaris des teneurs maximales de 0,032 ± 0.01 mg/g MS en chlorophylle et 

1,013± 0.107 mg/g MS pour les caroténoïdes, et pour Chlorella pyrenoidosa 0.145 mg/g MS 

ont été notés pour les teneurs en Chlorophylle a, et 0,17 ± 0,03 mg/g MS pour les 

caroténoïdes. Par ailleurs, Dineshkumar et al. (2017), ont reporté des valeurs de 32.76 ± 0.78 

pour les chlorophylles totaux, et 29.63 ± 0.79  pour les caroténoïdes totaux. Enfin, Pozzobon 

et al. (2021) ont raporté des teneurs plus élevées avec 15à18 mg/g MS pour la Chlorophylles 

a, et des valeurs similaires pour la Chlorophylle b et les caroténoïdes totaux de 6 à 8 mg/g MS 

et 2.5mg/g MS, respectivement.  

La chlorophylle a est le principal pigment photosynthétique des micro-algues suivi de la 

chlorophylle b, et peuvent représenter 1-2% de la masse sèche (Safi et al., 2016). Les 

températures de culture affectent les processus métaboliques et la composition biochimique 

des cellules, (Aouir et al., 2017; Kumar et al., 2011 ;Richmond, 2004). Quant à la biosynthèse 

des caroténoïdes, elle est dépendante des espèces et régulée par l'âge, et du stress imposé: 

comme  variation de la salinité, de température, de concentration en métaux lourds et surtout 

de l'intensité lumineuse (Gouveia et al., 1996). 

3.6.2.7.Evaluation de la teneur en acides organiques 

La teneur en acides organiques contenue dans la poudre de Chlorelle lyophilisée, analysé par 

HPLC, les teneurs en acides organiques majoritaires sont notées dans le Tableau 3.9. 

Tableau   3.9Teneur des acides organiques majoritaires 

Acides organiques mg/g de MS 

Tartrique 13,80 ± 1,03 

Fumarique 0,38 ±0,02 

Oxalique 0,28 ±0,01 
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Les analyses des acides organiques ont montré la présence de trois acides; tartrique 

majoritaire avec 13,80 ± 1,03 mg/g de MS, fumarique et oxalique en moindre proportions 

avec 0,38 ±0,02 et 0,28 ±0,01 mg/g de MS.. 

Chez les végétaux, les acides organiques constituent des stocks transitoires de carbone fixe 

dont l’accumulation est associée au temps de conversion transitoire des intermédiaires des 

cycles et voies métaboliques. Leur nature transitoire fait en sorte qu’ils peuvent être 

reconvertis en glucides ou encore faire l’objet d’une oxydation finale et produire du CO2 et de 

l’H2O(Igamberdiev et Bykova, 2018). 

3.6.3. Analyses microbiologiques 

Les résultats bactériologiques représentés dans le Tableau 3.10, indiquent la 

conformité de la poudre de Chlorelle lyophilisée. On remarque aussi que, la poudre de la 

Chlorelle est moins contaminée que la biomasse fraiche. Ceci est convenable, car, 

l’incorporation possible de Chlorella dans des produits alimentaires, cas des boissons dans 

ce travail présent se fait sous forme de poudre séchée. 

Tableau   3.10Dénombrement de la microflore de la chlorelle 

 

La biomasse de la Chlorelle sous sa forme fraiche montre quelques contamination, comme de 

la flore fongique et les coliformes totaux, cela peut s'expliquer par les manquements des 

conditions de culture qui convient à rajouter du milieu, échantillonner et analyser 

.quotidiennement pour évaluer les différents paramètres de la culture: pH, conductivité, 

densité cellulaire, contamination de la culture etc.., et aussi à la forte teneur en eau de la 

 

Type de biomasse 

 

Germes 

mésophiles 

aérobies totaux 

(UFC/g) 

Flore 

fongique 

 

(UFC/g) 

Coliformes 

totaux 

 

(UFC/g) 

Fraiche (culture) 

 

266 52 152 

Sèche (poudre lyophilisée) 

 

175 <10 <10 

Normes françaises 10 x 10
4 

<10 <10 
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masse fraiche, qui est propice au développement de plusieurs types de germes. Au contraire, 

les analyses de la biomasse sèche (lyophilisée) ont été conformes, ce qui peut s'expliquer par 

le traitement à froid appliqué à de très basses températures, dans des conditions aseptiques, en 

éliminant l'eau, et donc son activité, pour éviter la prolifération des germes. 

Afin d'obtenir une Chlorelle ayant une qualité microbiologique satisfaisante, il serait 

intéressant d'appliquer les règles d'hygiènes, tout au long des étapes de culture, pendant la 

récolte et le stockage. Ce qui permettra  à la poudre de chlorelle d'être conforme selon les 

normes microbiologiques appliquées. (Aouir et al., 2017) 
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Conclusion 

D'une part, les microalgues représentent une source durable et renouvelable, intéressante pour 

plusieurs molécules bénéfiques pour les être vivants, leur richesse en protéines reste la 

spécificité dont plusieurs domaines se penchent pour pouvoir l'orienter pour l'alimentation 

humaine. D’autre part, l'augmentation de la population mondiale et les prévisions d'un apport 

insuffisant en protéines ont conduit à rechercher de nouvelles sources de protéines alternatives 

efficaces ; la biomasse des micro-algues semble être un bon candidat à cette fin.  

Les microalgues sont des microorganismes photosynthétiques qui produisent une variété de 

composés tels que les protéines, l'amidon, la cellulose, les lipides, les métabolites secondaires, 

y compris les pigments antioxydants et les molécules pharmaceutiques potentielles (Gracia et 

al., 2015 ; Hu et al., 2013 ).Cependant, la culture optimale de Chlorella sp. a attiré l'attention 

en tant que l'un des plus grands producteurs de biomasse dans l'environnement marin, et a été 

signalé comme une source non conventionnelle de protéines.Chlorella sp est l'une des 

microalgues les plus utilisées comme additifs pour améliorer les teneurs nutritionnelles des 

aliments conventionnels. Ainsi, elle améliore la santé humaine, car elle est connue pour être 

une source riche en protéines, lipides, fibres, vitamines essentielles et minéraux. Aussi, elle 

contient des molécules bioactives qui nécessitent d'être caractérisées et leur effet sur les 

activités biologiques analysée: effet antibactérien, antifongique, antioxydants... 

Toutes ces informations permettent une fois regroupées une meilleure connaissance de cette 

microalgue, pour pouvoir l'adapter et l'utiliser dans différents domaines, et sa consommation 

en l'état ou étant un ingrédient fonctionnel pour plusieurs types de produits alimentaire entre 

autre, permettrait d'améliorer son profil nutritionnel. 
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Chapitre 4 : Effets des us et du cep sur les extractions par solvants de 

composés bioactifs à partir de Chlorella sp 

4.1. Introduction 

L'augmentation constante des consommateurs pour des additifs alimentaires issues de produit 

naturel, a poussé les recherches à se diriger vers les composés utiles de la lithosphère (sol et 

végétaux) ainsi que dans l'hydrosphère particulièrement les produit halieutiques, notamment 

les poissons et les algues. 

En Effet, les algues retrouvées dans les eaux douces et marines contiennent pléthores de 

composés bioactifs incluant les protéines, enzymes, acides aminés, lipides, sucres, vitamines, 

minéraux, composés phénoliques, flavonoïdes et pigments, avec des activités biologiques 

différentes  (Manchu et al.,2015; Uma et al.,2011; Wijesekara et al., 2010;). Certaines algues  

et microalgues sont même proposées comme aliments fonctionnels ou produits 

neutraceutiques indispensable à santé humaine (Annamalai et al.,2014; Wang et al.,2010). En 

plus de leurs valeurs nutritionnelles élevées, ces algues possèdent des propriétés antibiotiques, 

antifongiques, antivirales, antioxydantes, anti-inflammatoires et anti-tumorales. Ces activités 

sont associées à la présence des composés phénoliques et flavonoïdes (Adhoni et al., 2016; 

Salvador et al., 2007;Diker et al., 1991) . 

Certaines microalgues comme la Chlorella, un composé vert formé par des cellules 

sphériques non-flagellées de 2–8 µm de diamètre (Pradhan et al.,2014), présent sous forme de 

cellules individuelles en colonie, considérée comme une excellente source de composés 

bioactifs (Amaro et al.,2011; Kitada et al.,2009). Ces dernières peuvent être extraites par des 

méthodes conventionnelles à savoir l’extraction par soxhlet et/ou par macération. Cependant,  

plusieurs inconvénients entravent l'extraction, comme la qualité de l'extrait ainsi que la 

quantité des solvants utilisés Grosso et al., 2015). Toutefois, afin d’éviter ces problématiques 

des techniques non-conventionnelles, innovantes et émergeante peuvent être utilisées comme 

alternative pour faciliter l'extraction de ces biocomposés et l’obtention d’un extrait pur, 

comme l’utilisation des ultrasons (Zou et al.,2013) et les champs électriques pulsés (Luengo 

et al.,2015).. 

Un prétraitement de la biomasse microalgale possédant une paroi cellulaire rigide, comme 

pour la Chlorelle par ces techniques ,est une étape critique dans l'efficacité de l'extraction des 

composés d'intérêt présents dans le cytoplasme ou dans les organelles. Plusieurs microalgues 

possèdent une paroi cellulaire rigide qui protège les organelles, en conséquence, les molécules 
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intracellulaires sont par cet effet, difficiles à libérer et/ou extraire. Ces parois jouent le rôle de 

barrière protectrice, et de restriction d'entrée des solvants organiques limitant ainsi l'extraction 

des composés bioactifs (Buchmann et al., 2019). 

La sonication (Ultrasons) est l'une des technologies les plus utilisées dans l’extraction de ces 

biocomposés. Les extractions assistées par Ultrasons (US) sont produits par des sonicateurs, 

qui produisent des ondes à une fréquence supérieure à 16 kHz (Buchmann et al., 2019). Ces 

ultrasons produisent des effets de cavitation qui provoquent la rupture des membranes 

cellulaires, causée par la pression générée, ainsi qu'une augmentation localisée de la 

température (Chittapun et al.,2020 ; Scherer et al.,2019).Les ultrasons provoquent des 

cavitations et des bulles qui en éclatant génèrent des ondes acoustiques qui déstructurent et/ou 

rompent la membrane cellulaire, et par conséquence, le contenu cellulaire est libéré (Bernaerts 

et al., 2018).  

L’extraction assisté par Champs Electrique Pulsé (CEP) est aussi une autre technique 

largement utilisée pour induire la perméabilisation des membranes cellulaire par une 

phénomène appelé  "électroporation"(Kong et al., 2014). Le traitement par CEP consiste à 

l'application d’impulsion de courte durée de champ électrique variant de 20 à 80 kV/cm. A 

une certaine intensité critique, l'électroporation se produit par l’apparition de micropores. Une 

augmentation du nombre de pulsations induit la lyse cellulaire et par conséquent le contenu 

intracellulaire est recupéré.( Luengo et al., 2015: Cesaro et al., 2014; Kong et al., 2014,). 

L'objectif de cette étude, est de comparer l'efficacité des US et des CEP sur l'extraction 

des composés bioactifs à partir de Chlorella sp. 

4.2. Matériel et méthodes 

4.2.1. Matériel biologique 

L'étude a été réalisée sur une souche de chlorelle Chlorella sp.,cultivée, récoltée comme décrit 

dans le chapitre 3. section 3.2. 

4.2.2. Screening phytochimique 

4.2.2.1. Préparation des extraits 

10 g d'algue fraiche sont mélangés avec 100ml de solvants: eau, méthanol, éthanol, acétone, 

chloroforme (rapport 1/10) (Annamalai et al., 2014),Ces suspensions ont ensuite été sujettes à 

l'un des traitements décrits ci-dessous. Tous les produits chimiques utilisés pour la préparation 

des extraits et le dosage des composés par la suite, ont été de grade analytique, obtenus de la 

compagnie Chemopharma company (France).  
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Les mélanges algues/solvants seront en trois groupes : 

-Macération:  Mélange sans traitement , macération directe. 

Les suspensions sont incubées dans des tubes à essai, laissées à macérer pendant 18heures, 

puis homogénéisées et centrifugées grâce aune centrifugeuse (SIGMA 2-15, Germany) à 4500 

tr/min pendant 15minutes. Le surnagent obtenu (premier extrait) est conservé à 4°C à 

l’obscurité jusqu'à analyse. Le culot est resuspendu dans la même quantité de solvant, 

mélangé et laissé encore sous macération. L'opération est répétée jusqu'à ce que le culot 

devienne incolore (sauf pour le cas de l'eau ou le culot reste vert). Les surnagents sont 

regroupés (par type de solvants), concentrés au rotavapor R-210 (BüchiLabortechnik AG, 

Flawil, Switzerland) et stockés au réfrigérateur jusqu'à analyse. 

-Prétraitement aux Ultrasons:  

Le matériel utilisé pour ce prétraitement est un sonicateur Wiseclean WUC-D06H avec une 

énergie de 250 watts. Il est composé d'un simple bain aux dimensions de 29 cm x 15 cm x 

15.6 cm, capable d'opérer à une fréquence maximale de 40 kHz. Apres plusieurs tests 

préliminaires, de 10, 20 30, et 40 kHz pour un temps de traitement de  5, 10, 15, 20, 25, et 30 

min. La combinaison de 40 kHz pendant 20 min a été retenue, étant donné que celle-ci a 

donné les meilleurs résultats. Le temps de 20min était le temps d'extraction optimum donnant 

le maximum de rendement obtenu. 

Le biomasse fraiche de la Chlorelle a été suspendue dans chaque solvants(eau, méthanol, 

éthanol, acétone, chloroforme) de 0.1% m/v et soumise à un traitement d’US dans des tubes à 

essai de 10ml, immergés dans un bain d'eau, puis traitée pendant 20min à une fréquence de 

40kHz, à une température contrôlée de 30°C. L'énergie utilisée pour le traitement de 10ml 

pendant un temps de 20minutes a été calculée à 0.21 kJ/L. 

Les échantillons sont par la suite soumis à la macération comme décrit plus haut 

- Prétraitement au Champs Electrique Pulsé: 

La conductivité électrique(EC)est paramètre cruciale à considérer dans l'application de la 

technique par CEP, car elle détermine le taux d'électro-perméabilisation et d'électrofusion des 

cellules. Si la conductivité est trop importante, le champ électrique généré sera trop bas causé 

par courant électrique élevé (Amiali et al., 2006), par conséquent influe l’efficacité du 

traitement..Tous les extraits de la Chlorelle ont été conduit selon la même procédure décrite 
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par Aouir et al., (2015) dans laquelle 10 g de biomasse fraiche a été lavée à deux reprises avec 

de l'eau distillée, puis suspendu dans 1,000 mL de tampon phosphate de sodium (0. 025M, pH 

5.8) afin d'obtenir une conductivité initiale de 1.877 mS/cm.Le traitement par CEP de la 

microalgue a été réalisé en utilisant un générateur de champ électrique pulsé de 10kV. La 

tension à la sortie du générateur à haute tension est alors redressée par des diodes (12diodes 

de 1 kV chacune) pour charger un condensateur. La capacitance (C) des condensateurs de 

décharge est de de 0,02 μF comme décrit dans la figure 4.1. 

Figure  4.1: Circuit électrique d’une installation d’un traitement par CEP en continu. (Aouir et 

al., 2015) 

La Chlorelle dans le tampon est traitée de façon continue dans une chambre de traitement de 

type Cofield avec un débit de 0.4 mL/s. L'espace entre les électrodes était de 0.1 cm, 

l'intensité du champ électrique était fixée à 42.2 ± 2.5kV/cm et le nombre de pulsations totales 

n est calculé selon l'équation (): 

𝑛 = (𝑓 ∙ 𝑉)/𝑄                                                               (4.1) 

Où; 

Q, :débit (mL/s), 

f :fréquence de la pulsation(Hz), 

V : volume de la chambre de traitement (mL).  
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La fréquence des pulsations a été maintenue à environs 400± 5Hz, et un temps de pulsation 

constant () de 28.3 s, vérifié à l'aide d'un oscilloscope digital (SIGLENT, SDS 1102 CHL, 

China). Le temps de traitement total (t) a été de 1,220 second calculé selon l’Equation 4.2. 

𝑡 = 𝑛 ·                                                                    (4.2) 

Le Voltage ainsi que le courant éléctrique traversant la chambre de traitement ont été 

mesurées à l'aide d'une sonde à haute tension de type A Tektronix P60151000:1 (Beaverton, 

OR, USA) et un transformateur (model 410, PEARSON Electronics Inc., PaloAlto, CA, 

USA). 

L'énergie par pulsation  (Wpulse)  [KJ] ainsi que l'énergie totale (Wspec) [KJ/mL]  ont été 

calculés selon les équations 4.3 et 4.4. 

𝑊𝑝𝑢𝑙𝑠𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛𝑠 =  
1

2
∙ 𝑉2 ∙ 𝐶                             (4.3)     

   (3) 

 

𝑊𝑒𝑛𝑒𝑟𝑔𝑖𝑒 =
𝑓

𝑣̇
∙ 𝑊𝑝𝑢𝑙𝑠𝑒                                        (4.4)      

    

Où: 𝑉2: Voltage (volt) ; 

𝐶: Capacitance (μF),  

𝑓: Fréquence (s
-1

),  

𝑣̇, le volume (mL.s
-1

).  

L'énergie totale utilisée pour le traitement a été calculé à 0.178 kJ/L. 

L'expérimentation a été performée en triplicata. Tous les échantillons ont été centrifugés après 

les prétraitements, lavés deux fois à l'eau distillée pout éliminer le tampon, puis l'extraction à 

été appliquée selon la section. 

4.2.2.2. Tests phytochimiques 

- Tanins: 70μL de l'extrait sont rajoutés à 5ml  d'eau distillée, puis par quelques gouttes de 

Fecl3 à 1%. La présence de tanins sera indiquée par la coloration vert noirâtre.(Rajeundran et 

al., 2014). 
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-Terpènes: 100 μL de chaque extrait sont additionnés à 40 μL de chloroforme. Le mélange 

est agité; puis quelques goutes de H2SO4 concentré sont ajoutées. La présence d'un anneau 

marron indiquera la présence de terpènes (Rajeundran et al., 2014) . 

- Caroténoides: Dans100 μL d'extrait, on ajoute 100 μL d'HCl et H2SO4. L'apparition d'une 

coloration vert-bleu, donnera un résultat positif. 

- Stéroides: Dans 100 μL d'extrait, on ajoute 400 μL d'anhydride acétique puis quelques 

gouttes de H2SO4 concentré. Si il y a présence de stéroides, une coloration marron apparait 

(Rajeundran et al., 2014) . 

- Saponines: Dans 100 μL d'extrait, on ajoute quelques gouttes de FeCl3 à 1%. La présence 

des saponines sera marquée par l'apparition de mousse (Rajeundran et al., 2014). 

- Flavonoïdes: Dans un extrait de 100μL on rajoute le même volume d'acétate de plomb à 

10%. La présence des flavonoïdes donnera une coloration vert jaunâtre (Boukri; 2014). 

- Alcaloïdes:  

méthode 1: Pour chaque extrait on réalise la procédure suivante : on ajoute 5 ml d’HCL 1% à 

1ml de chaque extrait. La mixture est chauffé dans un bain marie (Memmert, WNB7), puis on 

divise chaque extrait en deux volumes égaux. Un volume de 3mL est traité par le réactif de 

Mayer et un, autre par le réactif de Wagner. La formation d’un précipité blanc ou brun révèle 

la présence des alcaloïdes. 

méthode 2:Dans 2ml d'extrait, on additionne 0.2 ml d'HCl dilué; puis 1ml du réactif de 

Dragendorff. Un précipité brun orangé donnera un résultat positif. 

- Glycosides: A 100 μL d'extrait, on ajoute 100 μL de pyridine aqueuse, puis quelques gouttes 

de sodium nitroprisside. Le résultat sera positif, si la couleur tourne au rose. 

- Sucres réducteurs: Dans cette analyse on introduit 1ml d’extrait dans un tube à essai, puis 

on ajoute 2ml de liqueur de Fehling (1ml réactif A et 1ml réactif B), l’ensemble est incubé 

pendant 8 min dans un bain marie bouillant. L’apparition d’un précipité rouge brique indique 

la présence des composés réducteurs. 
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4.2.3. Dosage des polyphénols 

Le dosage des polyphénols a été effectué selon le Protocole modifié de Dantas (2015). Un 

volume de(50 μL) de chaque extrait est mixé avec 1ml d'eau et 500μL de réactif phénolique 

Folin– Ciocalteu. Ensuite, 2.5 mL de Na2CO3 à 20% sont ajoutés au mélange, puis incubés à 

une température ambiante à l’obscurité pendant 45minutes. L'absorbance est calculée contre 

un blanc, mesurée à 735 nm. L'acide gallique (0.05–0.3 mg/mL) a été utilisé pour préparer la 

courbe étalon (voir Annexe 07) selon l'équation4.5. 

y =  0.008x +  0.084      (4.5) 

R
2
= 0.957  

Les valeurs sont exprimées en mg équivalents d'acide gallique par g  de Matière sèche. 

4.2.4.. Dosage des flavonoïdes 

Le dosage des flavonoïdes a été effectué selon le Protocole modifié de Zhishen(1999). Un 

volume de 250 μL de chaque extrait ou de solution standard est mixé avec 1.25 mL d'eau et 

75 μL d'une solution NaNO2 à 5% (m/v).. Après 6 min, 150 μL de solution de AlCl3 H2O à 

10% sont ajoutés. Après 5minsous agitation, 0.5 mL de NaOH 1 M sont additionnés puis le 

volume total est complété à 2.5 mL avec de l'eau distillée. L'absorbance est mesurée contre un 

blanc à 510 nm. Catéchine (+) a été utilisée pour obtenir la courbe étalon (0.05–0.5 mg/mL) 

(Annexe 08) selon l'équation 4.6: 

y =  0.001x +  0.03     (4.6) 

R
2
 = 0.977.  

Les résultats sont exprimés en mg équivalents catéchine (CE)/g d'extrait en MS. 

 

4.2.5.Détermination de la teneur en Chlorophyll a and b et des 

Carotenoides totaux 

L'absorbance de chaque extrait a été effectuée à l'aide d'un spectrophotomètre (JENWAY 

(UK) Genova Plus), à un longeur d’onde de 470 nm, 653 nm et 666 nm contre un blanc 

composé du solvant à l'état pur. Le calcul des concentrations de chlorophylles a et b et des 

caroténoïdes totaux a été réalisé en utilisant les équations 4.7, 4.8 et 4.9(Wellburn,1994). 
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𝐶ℎ𝑙𝑎 = 15.65 × (𝐴666) −  7.34(𝐴653)    (4.7) 

𝐶ℎ𝑙𝑏 = 27.05 × (𝐴653) −  11.21(𝐴666).                         .(4.8) 

𝐶𝑎𝑟 𝑇 =
(1000x (A470)−2.86xChl a−129.2xChl b)

221
              (4.9) 

4.2.6. Activités anti-bactériennes 

L’activité anti-bactérienne des différents extraits obtenus est testée sur les bactéries suivantes: 

Staphylococcus aureus ATCC 6538, Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027, Listeria innocua 

ATCC 74915, Bacillus subtilis ATCC 6633, Eschericia coli ATCC 25922. Cette activitéa été 

effectuée par la technique de la diffusion des disques.Les micro-organismes sont repiqués sur 

milieu TSA puis incubés à 37°Cpendant18H, puis dilués dans une solution à l'eau 

physiologique jusqu’à obtention une DO625 comprise dans un intervalle de  [0.08 et 0.1]. Cette 

solution microbienne à été ensuite étalée sur  milieux gélosés Muller-Hinton à raison de 10 μl 

par boite. 

Des disques de papier d'environ 6 mm de diamètre déposés sur les boites de pétri contenant 

des milieux ensemencés par les micro-organismes tests, reçoivent 20 μl d'une solution 

antimicrobienne à tester (extraits des mélanges solvants/algues avec ou sans traitement), la 

diffusion à été faite à l'obscurité pendant 20minutes. Les boites de pétri ont été ensuite mises 

au repos pendant 2 heures avant d’être incubées à 30°C pendant 24 h. Les lectures des zones 

d’inhibitions ont été effectuées par mesure des zones sans croissance autour des disques.. 

Un test positif à été effectué en utilisant un antibiotique“ l'Ampicilline” à 10 μl, ainsi qu'un 

test négatif comprenant seulement le solvant pur afin d'éliminer son susceptible effet 

antimicrobien. 

4.2.7. Activités antifongiques 

Les espèces fongiques utilisées sont: Saccaromyces cerevisiae ATCC 9763, Candida albicans 

ATCC 10231, Aspergillus niger ATCC ; Ces levures et moisissures ont été repiquées sur 

milieu Sabouraud pendant 48H à 30°C avant d'être utilisées. Ces activités ont été réalisée 

sselon les mêmes étapes utilisées dans la section 4.2.6. 

4.2.8. Activités anti-oxydantes 

4.2.8.1. Mesure du pouvoir de piégeage du radical DPPH.( 1,1-diphenil-2-

picrylhydazyl) 
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La mesure de l'activité anti-oxydante a été réalisée selon la méthode décrite par Kitada et al. 

(2009) . Brièvement, 0.4ml du réactif de DPPH- méthanol (0.05mM) est mélangé avec 0.2ml 

d'extrait). Chaque mélange a été agité vigoureusement, et laissés à incuber dans l'obscurité à 

température ambiante pendant 30minutes. L'absorbance est calculée, avant et après l'ajout du 

réactif DPPH, à une longueur d'onde de 517 nm en utilisant un spectrophotomètre UV-visible 

(JENWAY GenovaPlus, UK).  

Les solvants utilisés dans les contrôles négatifs sont : méthanol, éthanol, acétone, 

chloroforme, et l'eau (Grade Analytical). Quant aux standards utilisés comme agents 

antioxydants  ou contrôles négatifs sont: Hydroxytoluène butylé (BHT), Quercétine, 

Catéchine, en concentration de (0.1 mg/ml). L'activité antioxydante est exprimée en 

concentration d'inhibition, définie comme étant la concentration en extrait nécessaire pour 

provoquer une diminution de l'absorbance du radical DPPH. La capacité de piégeage du 

radical DPPH a été calculée en utilisant l'équation 4.10. 

DPPH(% d′inhibition) = (
(A0 − At)

A0
) ×  100                                    (4.10) 

Où  At :l'absorbance des extraits après 30 minutes  

       A0 : l'absorbance de la solution méthanolique de DPPH 

4.2.8.2. Mesure du pouvoir de piégeage du radical ABTS+ ou 2,2- Azino-bis 

(3-ethylbenzthiazoline-6-sulphonic acid) 

La mesure du pouvoir de piégeage du radical ABTS+ a été réalisée selon un protocole 

modifié de Re et al.(1999). La solution de 2,2´-azinobis-(3-ethylbenzothiazoline-6-sulfonic 

acid) diluée 50fois dans de l'éthanol à 96% avec une absorbance à 734 nm =0.65–0.75, a été 

mélangée avec la moitié du volume de l'échantillon. Après15 minutes à température ambiante, 

l'absorbance à 734 nm de longueur d’onde à été calculée. La neutralisation de l'ABTS à été 

calculée selon l'équation (4.11). 

Neutralisation (%) =
absorbance initiale –absorbance finale

 absorbance initiale
× 100  (4.11) 

Les solvants utilisés dans les contrôles négatifs sont: méthanol, éthanol, acétone, chloroforme, 

et l'eau (grade Analytical). Quant aux standards utilisés comme agents antioxydants ou 

contrôles négatifs sont: Hydroxytoluène butylé (BHT), Quercétine, Catéchine, en 

concentration de (0.1 mg/ml). 
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4.2.9. Analyse statistique 

Les valeurs obtenues sont présentées en moyennes ± Ecart type sur des analyses effectuées en 

triplicata. Une Analyse de la variance à une variable (ANOVA) a été effectuée ajoutée à un 

test de Turkey. Les Différences avec une probabilité<0.05 sont considérées comme 

significatives. Toutes les analyses ont été performées à l'aide du logiciel statistique R version 

3.0.2 (R Core Team, 2013). 

4.3. Résultats et discussion 

4.3.1. Screening phytochimique 

Les extraits de Chlorella ont montré des couleurs allant du vert clair au vert foncé, suggérant 

la présence de composés phytochimiques. La capacité des différents solvants d'extraire les 

tannins, terpenoides, caroténoïdes, stéroïdes, saponins, flavonoïdes, alcaloïdes, glycosides et 

les sucres réducteurs à partir de la biomasse fraiche est résumée dans le tableau 2.1. 

L'extrait aqueux n'a montré aucune présence de caroténoïdes, terpenoides ou de stéroïdes, et  

saponins. Des résultats similaires ont été rapporté dans la littérature, à l’exception des 

glycosides, qui ont été rapporté absents contrairement à cette études ou ils sont présents dans 

l'extrait aqueux  (Geetha et al., 2010). Dans d'autres études, à l'instar de ceux de Anchang et 

al., (2016); Adhoni et al., (2016), qui ont reporté la présence des saponins et des stérols chez 

Chlorella vulgaris, alors que les tanins ont été notés absents. Rajendran et al., (2014) ont 

remarqué la présence  des saponins, flavonoïdes et des alcaloïdes chez Chlorella spp. Quant 

àl'étude deAnnamalai et al., (2014)., qui note l'absence des tannins et des alcaloïdes pour la 

même espèce  

La présence des composés phytochimiques dans les extraits dépend de plusieurs facteurs: la 

polarité, le pH, le temps d'extraction, de la température et de la méthode d’extraction. Aussi, 

leur présence dans la biomasse microalgale pourrait dépendre des conditions de culture et la 

phase de croissance de la microalgue (Dantas et al., 2015; Annamalai et al., 2012;Epko et 

al.,2009). 
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Tableau   4.1Screening Phytochimique des extraits de Chlorella sp 

     Solvants     

  Groupe Chimique Eau Méthanol Ethanol Acétone Chloroforme 

  Tannins + + + + + 

  Terpènes - - - - - 

  Caroténoides - + + + + 

 Stéroides - - - - - 

  Saponins - - - - - 

  Flavonoides + + + + + 

  Alcaloides + + + + + 

  Glycosides + + + + + 

  Sucres réducteurs + + + + + 

+: présence ; -: absence 

4.3.2. Détermination de la teneur en polyphénols totaux 

La teneur des polyphénols extraits par macération seule ou après prétraitement aux ultrasons 

ou aux champs électriques pulsés, est détaillée dans la figure 4.2. 

 

Figure  4.2 : Détermination de la teneur en polyphénols totaux, macération (noir),ultrasons 

(gris clair), Champ Electrique Pulsé (gris foncé) a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

Eau           Méthanol          Ethanol         Acétone     Chloroforme 

Equivalent 

Acide 

Gallique en 

mg/g MS 
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L'eau a été le solvants le moins efficace dans l’extraction des ,polyphénols même en 

combinaison avec les méthodes par CEP et US, avec des valeurs 8.42 et 8.41 ±0 mg Eq acide 

gallique /g de MS pour les extraits aqueux sans prétraitement et ceux traités par US 

respectivement, et 8.43±0.01 mg Eq acide gallique /g de MS. Le CEP a donné des effets 

significatifs avec les solvants : méthanol avec 10.54±1 mg/g de MS Eq AG, l'éthanol avec 

10.56±0.5 mg Eq AG /g de MS et l'acétone avec 11.46± 0 mg Eq AG /g de MS. La 

combinaison des traitement (CEP et US) a induit une électroporation et par conséquence une 

rupture des parois et les membranes cellulaires provoquant ainsi la lyse cellulaire (Qin et al., 

2014).De ce fait,, ceux-ci facilite la pénétration des solvants et la solubilisation des composés 

bioactifs (Luengo et al., 2015).  

Les résultats obtenus dans notre étude diffèrent des valeurs rapportées par El fayoumi (2020), 

El makawy et al. (2016), Choochote et al. (2013)et Hajimahmoodi et al. (2009), 

respectivement 25mg, 39.4 mg, 29.1 mg et19.15mg d'équivalent d'acide gallique par gramme 

de Chlorella en suspension dans l’éthanol. Concernant les extraits aqueux de Chlorella 

vulgaris, les valeurs des phénols totaux rapportés dans la littérature varient entre 3.45 mg/g 

108.66 mg/g (Ahmed et al.,2016; Dantas et al., 2015), alors que pour les extraits 

méthanoliques les taux sont de 220 mg d'équivalent d'acide gallique par g de Chlorella 

vulgaris et 150 mg d'équivalent d'acide gallique par gr de Chlorella reinhardtii (Jayshree et 

al., 2016). En effet, la teneur en phénols totaux peut différer selon l'espèce algale. Par 

exemple, la teneur est de 22.94 à 39.34 mg équivalent acide gallique par gr de 

Nannochloropsis gaditana, Phaedactylum tricornutum, Nannochloris spp. et Tetraselmis 

suecica (Haoudjar et al., 2019) et de 11.15 mg par gr pour Euglena tuba (Chaudhuri et al., 

2014) et de0.287 mg par gr pour Spirulina platensis (Seghiri et al., 2019). Malgré la 

concentration des composés anti-oxydants varie selon les espèces algales, la teneur extraite 

dépend en majorité du type de solvant et de la méthode de l'extraction (Manivannan et 

al.,2012). 

4.3.3. Détermination de la teneur en flavonoïdes 

Dans le cas des flavonoïdes, le choix du solvant et l'application de prétraitement a donné des 

résultats plus significatifs, (Figure 4.3). L'éthanol est apparu comme étant le meilleur solvant 

étant donné qu’il a obtenu un plus grand taux d’extraction (42.18 ± 0.01 mg Eq catéchine/ g 

de MS pour la combinaison éthanol/CEP),.Les solvant acétone et méthanol ont aussi montré 
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leur efficacité en combinaison avec les prétraitements en donnant des valeurs satisfaisantes 

avec des maximum pour les combinaisons méthanol/CEP et acétone/CEP avec 42.12±0 et 

42.14±0.005 mg d'Eq catéchine par gramme de MS respectivement. Quant au chloroforme, il 

représente le solvant le moins efficace malgré une légère amélioration avec les extraits 

prétraités. 

 

 

Figure  4.3 : Flavonoïdes extraits de la biomasse de Chlorella: macération (noir),ultrasons 

(gris clair), Champ Electrique Pulsé (gris foncé)(a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

Des concentrations des flavonoïdes proches de celles obtenues dans notre étude (environ 33 

mg d’equivalent catéchine par g de MS) ont été reportées pour les extraits de Chlorella 

vulgaris (El fayoumi et al., 2020; Hosikian et al., 2010). De plus, des petites teneurs ont été 

extraites à partir d’Amphora spp. en utilisant de l’éthanol(17.69 mg/g) et de l'eau (4.27 mg/g) 

comme solvants d’extraction. 

Les flavonoïdes sont des composés polyphénoliques, potentiellement antioxydants et piégeurs 

des radicaux libres (Kahkonen et al., 1999, Nijveldt et al., 2001). Différentes classes de 

flavonoïdes sont retrouvées dans les microalgues: isoflavones, flavanones, et flavonols 
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(Klejdus et al., 2010), montrant que les métabolites secondaires ne sont pas limités aux 

plantes terrestres (Annamalai et al., 2014). 

4.3.4.Teneur des pigments 

4.3.4.1.Chlorophylle a and b 

La chlorophylle est un composé bioactif très utile, qui peut être extrait à partir des 

microalgues. Elle est souvent utilisée comme colorant utilisé comme antioxydant (Hosikian et 

al., 2010). Les Figures 4.4 et 4.5 montrent des teneurs de chlorophylles a and b extraites de 

Chlorella. Le rendement des deux types de chlorophylle a augmenté avec l'application d'un 

traitement physique, essentiellement pour la chlorophylle b utilisant le CEP comme 

prétraitement. En effet, l'électroporation pourrait accroitre l'éxtraction de ces pigments. Selon 

les résultats obtenus, l'éthanol est le meilleur solvant pour l'extraction de la chlorophylle 

a,alors que pour la chlorophylle b, les meilleurs rendements ont été obtenus par l'extraction au 

méthanol et àl'acétone. 

 

Figure  4.4 : Chlorophylle a extraite de la biomasse de Chlorella: macération (noir),ultrasons 

(gris clair), Champ Electrique Pulsé (gris foncé). a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 
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Figure  4.5 : Chlorophylle b extraite de la biomasse de Chlorella: macération (noir),ultrasons 

(gris clair), Champ Electrique Pulsé (gris foncé)a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

Dans d'autres études, l'extraction aux solvants à deux phases en combinaison avec le CEP a 

permis l'extraction des pigments de Nannochloropsis spp , obtenant ainsi de hauts rendements 

sans dégradation des protéines (Paniakov et al., 2015). Le CEP est largement reporté pour son 

efficacité dans l’amélioration de l'extraction des pigments  microalgale  (; Lebovka et al., 

2011; Vorobiev et Lebovka, 2008 ; Raso et Heinz, 2006). Ceci est attribué à l'accroissement 

de la perméation des solvants après électroporation (Paniakov et al., 2015) . Une 

augmentation de la conductivité électrique (Force ionique) du milieu mène à une 

perméabilisation plus rapide des cellules . En effet, la conductivité augmente  le courant 

éléctrique à travers la suspension et par conséquent, une énergie appliquée plus élevé aux 

cellules (Rego et al.,2012). 

4.3.4.2. Caroténoides Totaux 

Durant les dernières années, le rôle des caroténoïdes a été mis en évidence, comme 

antioxydants avec des effets bénéfices sur la santé humaine, spécialement pour la prévention 

des maladies chroniques, particulièrement certains cancer, les malades cardiovasculaires et la 

perte de l'acuité visuelle (Fiedor and Burda, 2014; Krinsky et al., 2004; Johnson, 2002; ). La 

teneur des caroténoïdes extraits de Chlorella est montrée dans la Figure 4.6. , donnant des 
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teneurs plus importantes pour le CEP pour l'éthanol et l'acétone avec 0.035±  0.01 et 0.034 

±0.01mg/mld'extrait. 

 

Figure  4.6 : Caroténoïdes extraits de la biomasse de Chlorella: macération (noir),ultrasons 

(gris clair), Champ Electrique Pulsé (gris foncé)a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

Dans ce cas, le traitement au CEP a amélioré considérablement l'extraction indépendemment 

du solvant utilisé. Il est noté que le méthanol a enregistré de faible résultat comparé à l'éthanol 

et à l'acétone. Des résultats similaires obtenus par Campenni et al.(2012) où 0.057 à0.062 

mg/g des caroténoïdes extraits de la Chlorella protothecoides ont été rapporté. Par ailleurs, 

Plaza et al.(2012), ont rapporté la supériorité de l'acétone par rapport à l'éthanol pour 

l'extraction des caroténoïdes de la Chlorella vulgaris. 

Plusieurs études ont démontré que le CEP accroit le rendement de l'extraction des composés 

bioactifs tels que les colorants sans avoir recours à l'utilisation des solvants organiques. La 

perméabilisation de la membrane cellulaire provoquée par ce traitement faciliterait la 

perméation du solvant dans le cytoplasme et de là dissout les pigments (Luengo et al., 2015) . 

Le CEP a été la méthode la plus efficace pour l'extraction des caroténoïdes, ce qui corrobore 

les résultats de plusieurs études.En effet, l'extraction de la chlorophylle et des caroténoïdes en 

suspension dans l'éthanol chez Spirulina et la Chlorella peut ainsi être améliorée (Toepfl, 

2006), jusqu'à 200%, et de 4fois plus dans le cas de la lutéine (Luengo et al., 2015). 
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4.3.5. Evaluation de l'Activité antibactérienne des différents extraits 

Les activités antibactériennes des extraits de Chlorella sont résumées dans le tableau 4.2.  
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Tableau   4.2Activités antimicrobiennes des extraits de Chlorella sp exprimées en diamètres d'inhibition en (mm) 

Microorganismes Traitement 

Solvants utilisés pour l'extraction  

STD Eau Méthanol Ethanol Acétone Chloroforme 

 Macération 6 ± 0
a
 10.5 ± 0.7

ab
 6 ± 0

a
 6 ± 0

ab
 6 ± 0

a
 23.5 ± 0.7 

S. aureus US 11.5 ± 0.54
ab

 15.33 ± 0.57 20 ± 0 13 ± 0
abc

 10 ± 0
ab

   

 CEP 

15.33 ± 

0.57
abc

 19.66 ± 0.57 24 ± 1.41 21.5 ± 0.71 24.66 ± 0.57   

 Macération 6 ± 0
 a
 19.25 ± 0.95

cd
 21 ± 0

 d
 17.66 ± 1.25

c
 6 ± 0

 a
 20.2 ± 0.57 

E. coli US 11.5 ± 0.54
 b
 19 ± 1

cd
 20.25 ± 0.5

d
 19 ± 1.09

 cd
 6 ± 0

a
   

 CEP 11 ± 0
b
 20.2 ± 0.44

 cd
 20 ± 1.41

 cd
 22.17

 d
 6 ± 0

 a
   

 Macération 9.5 ± 0.7
 a
 16.5 ± 0.57

def
 

15.33 ± 

0.57
cdef

 13 ± 0
bcde

 11.66 ± 057
abc

 9 ± 0 

P. aeruginosa US 10.5 ± 0.7
ab

 16 ± 1
 efg

 17.5 ± 0.7
efg

 

12.33 ± 

0.57
abcd

 8.5 ± 07
a
   

 CEP 11 ± 0
 ab

 19.66 ± 0.57
gh

 20.5 ± 0.57
fgh

 16.33 ± 057
defg

 22 ± 0
h
   

 Macération 6.75 ± 0.95
a
 11.33 ± 0.57 10.75  ± 0.5

bc
 10.2 ± 0.44

b
 30  ±0

f
 20.5 ± 0.7 

L.innocua US 7.8 ± 0.44
 a
 11±  0.81

 bcd
 

11.25 ± 

0.95
bcd

 12.5 ± 0.7
bcde

 36 ± 0
g
   

 CEP 13.75 ± 0.95
e
 13.66 ± 0.57

de
 11.5 ± 0.57

bcde
 12.66 ± 0.57

cde
 40 ± 0

h
   

; Macération 6 ± 0
a
 16 ± 0

bc
 12.66 ± 0.57

 b
 15.5 ± 0.7

cd
 15.5 ± 07

 bc
 23 ± 0 

B. cereus US 8 ± 1
a
 17 ± 0

cde
 20.5 ± 0.7

 efg
 18 ± 0

cde
 19 ± 1.41

cdef
   

  CEP 8 ± 1
 a
 20 ± 0

efg
 23 ± 1.41

g
 20 ± 0

defg
 22 ± 0

fg
   

US : ultrasons; CEP :Champs Electrique Pulsé; STD: Standard  

a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 
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Les diamètres d'inhibition obtenus avec Staphylococcus aureus ont été plus larges en 

association avec les traitements physiques (p <0.05), et l'effet du CEP  a été noté 

généralement comme élevé. L'effet associé aux solvants est marqué par le chloroforme et 

l'éthanol avec 24 mm de diamètre d’inhibition, suivis par l'acétone et le méthanol avec21.5 et 

15.33mm, respectivement.. En combinaison avec les ultrasons, l'extrait éthanolique a obtenu 

les zones d'inhibition relativement élevé (20mm de diamètre). Cependant, les zones 

d'inhibition associées à l'extrait aqueux étaient comparativement plus faibles. Ces résultats 

suggèrent que les solvants de polarité moyenne à éleveé est meilleure pour l'extraction des 

composés antibactériens des microalgues. . 

Pour Escherichia coli, les diamètres d’inhibition ont varié entre 6 à 22 mm, avec deplus large 

zones obtenues pour les traitements combinés éthanol/US, éthanol/macération et 

acétone/CEP. Il a été noté que le chloroforme a montré une des diametres d'inhibition 

importantes, en macération en inhibant Listeria innocua et en combinaisons,  

chloroforme/CEP et éthanol/PEF avec des zones plus importantes contre  Pseudomonas 

aeruginosa et  Bacillus cereus respectivement,. 

Plusieurs auteurs ont reporté les effets inhibiteurs des extraits de Chlorella sur ces espèces 

bactériennes, obtenant des zones d'inhibition similaire à nos résultats, dans un intervalle de 

diamètre entre 8 et 38mm (Adhoni et al., 2016;Syed et al., 2016; Fadoul et al.,2014; 

Annamalai et al., 2012).Les composés qui pourraient être responsables des effets directs sur la 

croissance bactériennes ont: les composés phénoliques, les polyphénols, les acides gras, les 

lipides, les pigments et les sucres (Pradhan et al., 2014; El Bakhy et al.,2008). Par ailleurs, les 

flavonoïdes, triterpenoides, amides, et les alcaloïdes seraient aussi responsables d'affecter la 

croissance des bactéries et leur métabolisme (Ghasemi et al., 2004, Yu et al., 2009).  

Les pigments comme les chlorophylles a et b et les caroténoïdes peuvent aussi être des 

inhibiteurs de croissance bactérienne (Jaya et al.,2007; Mahanom et al.,1990). Les résultats 

obtenus dans cette étude montrent clairement que les prétraitements augmentent l'extraction 

des substances antibactériennes de Chlorella. La structure des parois cellulaires et leur 

composition influencent l'efficacité de la méthode de rupture cellulaire (Günerken et al. 

,2015) et augmente la libération des composés bioactifs des microalgues. 

Les parois cellulaires des microalgues peuvent être divisées en deux groupes: basse et haute 

résistance. Selon Dunker and Wilhelm (2018), les parois de Chlorella appartiennent à cette 

dernière. Cependant, la sonication est convenable aux espèces possédant des parois moins 

résistantes (Alhattab et al., 2019),étant donné que dans la présente étude, le CEP apparait 
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comme étant plus efficace que les US pour la rupture des cellules de Chlorella. De plus, le 

transfert de masse est augmenté par la chaleur qui dégrade les composés d'intérêt et dénature 

les protéines. Les technologies innovantes comme les hautes pressions hydrostatiques (HHP), 

les US et le CEP ont été utilisées pour améliorer le transfert de masse tout en évitant les effets 

thermiques indésirables (Weltin-Chanes et al., 2003). Cependant, il est évident que les 

traitements physiques appliqués dans cette étude affectent les activités antibactériennes des 

différents extraits à des degrés considérables; menant à des réponses variant selon l'espèce 

bactérienne. 

4.3.6. Evaluation de l'Activité antifongique des différents extraits 

L'inhbition de la croissance de Candida albicans, Saccaromyces cerevesiae, et Aspergillus 

niger, est regroupée dans le tableau 4.3. 

Tableau   4.3 : Activités antifongiques des extraits de Chlorella sp exprimées en diamètres 

d'inhibition en (mm) 

Microorganismes 

Traitement 

physique 

Solvants utilisés pour l'extraction 

STD Eau Méthanol Ethanol Acétone Chloroforme 

 Soaking 6 ± 0
ab

 20.2 ± 0.44
cd

 25.5 ± 0.7
 cd

 20.33 ± 1.03
 c
 AC 21.5 ± 0.7 

C. albicans US 8 ± 0
 ab

 21.66 ± 1.15
c
 22.33 ± 1.15

 c
 20.25 ± 0.5

b
 AC  

 PEF 8 ± 0
 ab

 29 ± 0
 cd

 29 ± 0
d
 23.33± 0.57

 cd
 AC  

 Soaking 6 ± 0
b
 20 ± 1

c
 26 ± 1.41

d
 23.25 ± 0.5

cd
 AC 20.5 ± 0.7 

S. cerevisiae US 8 ± 0
b
 20.5 ± 0.57

 c
 25.5 ± 0.7

 d
 23.25±0.57

 cd
 AC  

 PEF 8 ± 0
b
 23.6 ± 1.5

 c
 26.5 ± 0.7

 d
 24.75±0.95

 cd
 AC  

 Soaking 8 ± 0
a
 19 ± 1.15

de
 21 ± 1.41

 de
 12 ± 0

c
 AC 

20.66 ± 

0.57 

A.niger US 8 ± 0
a
 18.5 ± 1

d
 18.66 ± 1.15

d
 13 ± 0

 c
 AC  

 PEF 8 ± 0
a
 21 ± 0

 de
 14 ± 0

c
 24.75 ± 0.95

f
 AC  

    

US : ultrasons; CEP :Champs Electrique Pulsé; STD: Standard, AC: aucune croissance a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes 

lettres signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

De très forts inhibiteurs des champignons auraient été extraits par le chloroforme, alors que 

l'eau ne contiendrait pas de substances antifongiques. Les combinaisons méthanol/CEP et 

éthanol/CEP ont obtenu une grande inhibition sur Candida albicans. Pour Saccaromyces 

cerevesiae, les prétraitements n'ont pas montré un effet significatif sur l'inhibition de l'activité 
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fongique. L'éthanol et l'acétone sont apparus comme meilleurs pour l'extraction des 

substances anti-fongiques. Par ailleurs, pour Aspergillus niger, la plus importante inhibition a 

été obtenue avec la combinaison acétone/CEP. 

L'extrait de Chlorella a été rapporté par plusieurs auteurs comme un inhibiteur de croissance 

puisant de Candida albicans, avec des diamètres d'inhibition similaires à ceux obtenus dans 

cette étude (Ahmed et al., 2016). Les extraits de Chlorella vulgaris ont donnés une inhibition 

assez remarqué pour A. niger and C. albicans(Ghasemi et al.,2004).Dans l'étude d' Amaro et 

al. (2011), l'activité anti-fongique a été observée seulement pour les extraits méthanoliques, 

alors que Salem et al. (2014) ont conclu que les extraits méthanoliques n'ont pas inhibé 

Aspergillus fumigatus (RCMB 02564),Candida albicans (RCMB 05035), Geotricum 

candidum (RCMB 05096) et Trichophyton mentagrophytes (RCMB0925). Ces résultats 

contradictoires pourraient être dus aux différences des espèces algales. 

Nous avons obtenus des effets inhibitoires importants, comparés aux diametres d'inhibition de 

mois de 6mm observés par Adhoni et al.(2016)pour les extraits de Chlorella vulgaris par 

rapport à Candida albicans et Aspergillus niger. Plusieurs auteurs ont étudié l'inhibition de la 

croissance fongique des extraits de microalgues, incluant au moins un pathogène (Vehapi et 

al. 2018, De Morais et al. 2015; Salem et al. 2014; Amaro et al. 2011; Abo-State et al. 2015). 

Les composés bioactifs dans ces extraits pourraient être simultanément antibacteriens, 

antifongiques, antiviraux, et antioxidants (Pérez et al., 2016) .  

En conclusion, le CEP a été le traitement le plus efficient pour améliorer l'extraction aux 

solvants des substances antimicrobiennes à partir de Chlorella sp. 

4.3.7. Evaluation de l'Activité antioxydante des différents extraits 

Les activités antioxydantes des différents extraits obtenus par plusieurs solvants, à l 'aide des 

traitements physiques sont représentées dans le tableau 4.4. 
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Tableau   4.4Activité antioxidante exprimée en % d’inhibition 

   DPPH     ABTS   

 Macération US CEP Macération US CEP 

Eau 35,85±1,56 44,06±0,66 67,02±0,67 44,44±0
b 

44,72±1,02
b 

52,92±1,3
b 

Méthanol 38,70±0,29 33,33±0 48,26±0,01 37,29±0,29
b 

48,35±0,75
b 

50,65±0,92
b 

Ethanol 41,46±0,39 66,43±0,32 84,41±0,28 47,32±1,31
b 

71,44±0,02
c 

80,60±0,34
cde 

Acétone 78,01±0,9 79,45±0 82,01±0,83 91,37±0,81
cde 

95,41±0,88
e 

96,95±1,29
e 

Chloroforme 6,59±0,1 8,09±1,4 10,00±1,37 6,59±0,2
a 

8,07±1,6
a 

10,35±0,7
a 

Quercétine 26,44±1,4     43,49±1,33     

Catéchine 29,66±0,03     57,27±1,22     

BHT 47,23±0,02     37,61±1,13     

US : ultrasons; CEP :Champs Electrique Pulsé; a, b, c, d, e– les mêmes lettres signifient qu'il n'y pas de différences 

statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 

En général, les extraits de la biomasse fraiche de Chlorella sujette aux US ou au CEP, 

possèdent une activité antioxydante considérable comparé à ceux obtenu sans traitements 

(p<0.05). Les combinaisons CEP/éthanol et CEP/acétone ont représenté une importante 

efficacité comparée aux autres traitements. 

Ces résultats corroborent à ceux reportés par El fayoumi et al. (2020) ou la décoloration du 

DPPH était de 85.62% avec les extraits de Chlorella vulgaris. Cependant, les valeurs pour 

Chlorella spp. ont été de 78% pour l'acétone etseulement et de 18%, 10%, et 3%, 

respectivement, pour l'éthanol, le chloroforme et le méthanol (Rajendran et al.,2014). Par 

ailleurs, 50% d'inhibition ont été observé pour les extraits aqueux et méthanoliques de 

Chlorella spp après traitement aux US (Stirk et al.,2020). L'activité antioxydante de Chlorella 

vulgaris a avoisiné les 68.5% pour les extraits aqueux (Dantas et al.,2015) et 0.74% pour les 

extraits éthanoliques prétraités aux US (Wang et al., 2010).Cette variabilité est attribuée aux 

espèces algales, au choix du solvant et à la méthode d'extraction. En plus, les fortes activités 

observées dans cette étude pourraient être dues aux concentrations des phénols et des 

flavonoides dans les différents extraits (Dash et Padhi, 2012; Ahmed et al., 2016). Leur 

présence pourrait contribuer à capter les radicaux libres de manière individuelle ou en action 

synergique (Klejdus et al., 2010).  

Les résultats obtenus dans cette étude montrent que les extractions aux solvants assistées aux 

US et au CEP, particulièrement ce dernier, augmentent le rendement des composés bioactifs à 

partir de la biomasse fraiche des microalgues. De nombreuses recherches ont examiné les 

traitements physiques afin d'accroitre le rendement des biocomposés tels que les antioxydants 

des algues (Stirk et al.,2020; Grimi et al., 2014; Halim et al., 2013; Gerde et al., 2012; Barba 

et al., 2012; ).  
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4.4. Conclusion 

La présente étude confirme que la microalgue verte Chlorella sp. est très riche en composés 

bioactifs à utilisations potentielles en pharmacologie et dans le domaine des neutraceutiques. 

Ces composés incluent des inhibiteurs de microorganismes et des antioxydants. L'extraction 

aux solvants assistée aux US et au CEP est accrue comparée à une macération simple. 

L'acétone et l'éthanol sont des solvants utiles pour l'obtention des extraits donnant des 

résultats importants dans différents tests d'activités biologiques. Cependant, l'éthanol pourrait 

être le plus approprié car il possède le statut "reconnu comme sécuritaire" (GRAS: Generally 

Recognized As Safe). Les futurs travaux devraient identifier les composés algaux qui sont 

directement responsables des activités antimicrobiennes, antifongiques et antioxydantes 
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Chapitre 5 : Effets des ultrasons, du champ electrique pulsé et de la 

congélation/décongélation sur le profil lipidique deChlorella sp 

5.1. Introduction 

 Les microalgues sont reconnues pour être une importante source de lipides et 

particulièrement les acides gras essentiels (AG) et des lipides à intéret potentiel pour le 

développement de nouveaux produits fonctionnels (Spolaore et al., 2006 ; Radwan,1991). Ces 

microorganismes peuvent directement produite des acides gras polyinsaturés (AGPI) et 

peuvent être utilisés pour la consommation humaines et animales (Kassis et al., 2010; Mata et 

al., 2010; Atalah et al. 2007;). Les AGPI sont reconnus à leur tour pour prévenir le 

développement de certaines maladies chroniques comme le cancer, les maladies cardiaques et 

peuvent être utiles pour améliorer les conditions des patients atteints de maladies 

inflammatoires, tels que l'arthrite, en réduisant les niveaux de triglycérides ainsi que diminuer 

la pression artérielle (Hibbeln et al., 2006). En conséquence, les AGPI et leurs dérivés et 

analogues sont d'importants neutraceutiques pouvant être impliqués dans les industries agro-

alimentaires (Barba et al., 2012; Mcclements et al., 2009;). L'inconvénient majeur pour 

extraire ces AGPI est la paroi rigide qui agit comme barrière limitant l'extraction de ces 

composés intracellulaires  (Bernaerts et al., 2018; Kim et al., 2016). Plusieurs recherches se 

sont basées sur le développement de méthodes pour l'extraction à partir de la biomasse algale 

fraiche sous forme de pate plutôt que d'utiliser une biomasse séchée ou lyophilisée (Biller et 

al., 2013; Cho et al., 2013; Lee et al., 2013), englobant un rendement optimal tout en baissant 

la consommation d'énergie, réduisant les coûts et les purification ultérieures (Subhash et al., 

2017; Chatsungnoen et Chisti 2016; Kim et al., 2016). En général, l'extraction des lipides à 

partir de la biomasse fraiche est préférable pour des applications industrielles (Halim et al., 

2014; Yap et al.,2014). 

Les extractions conventionnelles à l’aide de solvants organiques telles que le mélange 

chloroforme– méthanol 2:1 (v/v), macération, percolation et soxhlet, ont souvent été utilisées 

pour l'extraction des lipides à partir des espèces de microalgues (Barba et al., 2014). 

Cependant, ces techniques impliquent l'utilisation de larges quantités de solvants et induisent 

le risque de dénaturation ou la transformation des molécules d'intérêt (Wang et al., 2006).  

Par conséquent, les prétraitement visent à affaiblir et parfois à rompre les parois cellulaire ce 

qui permettrait la libération des composés intracellulaire dans le milieu liquide (Concas et al., 

2015). Les techniques de rupture cellulaire communément utilisées sont: l'hydrolyse 
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chimique, congélation/décongélation, hautes pressions hydrostatiques, fraisage, ultrasons, 

microondes et le champ électrique pulsé (Zhang et al., 2020). La congélation/décongélation 

est une méthode souvent recommandée comme la plus simple et efficace et largement utilisée 

pour la lyse cellulaire. Toutefois, la sonication est l'une des technologies les plus employées 

car ne nécessite pas de solvants chlorés et aucun équipement compliqué. Le principe général 

de la technique des ultrasons (US) est les ondes formées à l'intérieur des cellules et les bulles 

de cavitation qui en se rompant génèrent des ondes de choc qui à leur tour provoquent la 

rupture des parois cellulaire (Cesaro et al., 2014; Geciova et al., 2002). L'application des US 

réduit la quantité des solvantsd’extraction et la consommation d'énergie comparée aux 

méthodes conventionnelles (Chemat et al., 2011). Parcontre, le champs électrique pulsé (CEP) 

est une technique basée sur l'application de courtes pulsations électriques (allant de quelques 

nanosecondes à quelques millisecondes) à haut voltage (de 100V/cm jusqu'à 80 kV/cm) sur 

un produit placé entre deux électrodes; la polarisation de la membrane mène à la 

perméabilisation et la rupture des tissus cellulaires (Toepfl et al., 2014). Ainsi, les procédés de 

transfert de masse et de chaleur peuvent provoquer des changements indésirables dans la 

qualité nutritionnelle des produits à traiter (Barbosa-Cánovas et Altunakar, 2006). Toutefois, 

Il a été reporté que le CEP appliqué sur la biomasse fraiche est plus économique et prometteur 

comparé aux extractions lipidiques des biomasses sèche (Ibn Azmi et al., 2020). 

L'objectif de cette étude, est l'évaluation de différents prétraitements pour l'amélioration des 

extractions des lipides à partir de Chlorella. La macération, la congélation/décongélation 

(CD), les Ultrasons (US), le Champs Electrique Pulsé (CEP), en application seule ou en 

combinaison, ont été testés pour leur capacité à provoquer la rupture cellulaire afin de faciliter 

l'extraction des lipides selon une méthode modifiée de Bligh et Dyer (Binnal et Babu, 2017). 

L'étude a été effectuée utilisant la biomasse de Chlorella sp sous sa forme fraiche, après 

récolte. Le rendement des extractions a été évalué ainsi que les profils des acides gras obtenus 

ont été analysés par chromatographie en phase gazeuse. 

5. 2. Matériel et méthodes 

5.2.1. Espèces/ Conditions de Culture / Récolte 

L'espèce utilisée est la même décrite dans la section 3.2. du chapitre 3, cultivée et 

récoltée selon les conditions et les étapes décrites dans la même section. 
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5.2.2. Extraction des Lipides 

La biomasse fraiche obtenue a été divisée en plusieurs portions pour les prétraitements. 

- Sans prétraitement (SP) ouExtraction par solvant les composants bioactifs sont 

directement extraits à partir de la biomasse fraiche.   

La biomasse prétraitée a été sujette à une procédure d'extraction des lipides dans le but 

d'effectuer les effets des techniques et de leur combinaison sur la quantité des lipides obtenue. 

La teneur des lipides a été évaluée par une méthode modifiée de Bligh and Dyer (Binnal et 

Babu, 2017), ou 2ml de méthanol, et 4ml de chloroforme sont ajoutés à la biomasse fraiche 

(300 mg). Le mélange a été mixé à l'aide d'un vortex (Cyan CL001,Belgium) pendant 2min 

pour homogénéiser la solution. Par la suite, 1ml de chloroforme a encore été ajouté puis le 

mélange est vigoureusement agité pendant 1 min. Enfin, 1.8 ml d'eau distillée a été ajouté à la 

mixture puis mélanger au vortex pendant 2min, obtenant à la fin de la procédure, une solution 

avec 2couches. Cette dernière a été centrifugée 2fois à 3500tr/min pendant 15minutes pour 

séparer les 2couches. La couche supérieure chloroformique contenant les lipides a été filtrée 

en utilisant l’appareillage Buchner à travers du papier filtre Whatman No. 1 vers une fiole en 

verre pesée au préalable (P1). La couche restante est encore extraite 3fois. Toutes les phases 

de chloroforme sont regroupés (P2), puis le solvant est évaporé. 

La teneur en lipides P (g) est calculée à l' aide de l'équation (5.1). 

P =  P2– P1                     (5.1) 

Après l'élimination du solvant, le rendement des lipides (%) est déterminée de facon 

gravimétrique utilisant l'équation (5.2). 

Rendement en lipides =  
poids des lipides

poids de la biomasse
× 100 (5.2). 

- Congélation/Décongélation (CD): La biomasse fraiche obtenues après centrifugation a été 

sujette à une congélation à (0ºC) pendant 24heures, puis laissée à décongeler à température 

ambiante (20ºC). 

-Prétraitement aux Ultrasons (US) 

Le sonicateur (Wiseclean, Wisd, WUC-D06H) utilisé pour assisté l'extraction, est un simple 

bain aux dimensions 29 x 15x 15cm
3
, avec une capacité de 6 cm

3
, délivrant une fréquence 

maximale de 40 kHz. Les conditions optimales des paramètres appliqués ont été de 40 KHz 

pendant 20 min, choisis après des essais préalables de combinaisons de traitements à 

différentes fréquences et différents temps, variant entre 10 et 40 kH (ΔkH = 10 kH) et 5 à 
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30min (Δt = 5 min), respectivement. L'échantillon frais de 300mg est dilué dans 5ml d'eau 

distillée, puis soumis aux ultrasons selon les conditions optimales. Enfin, l'extraction a été 

effectuée selon les étapes décrites plus haut 

- Prétraitement au Champ Electrique Pulsé (CEP) 

Une quantité de 10 g de la biomasse fraiche obtenue après centrifugation, puis rincée 2fois 

avec de l'eau distillée, enfin suspendu dans 1L de tampon phosphate de sodium (0. 025M, pH 

5.8) afin d’obtenir une conductivité électrique initiale de 1.877 mS/cm. 

Le prétraitement de Chlorella sp a été appliqué à l'aide d'un système de CEP, décrit dans le 

chapitre 4 précédent dans la section 4.2.2.1 

La biomasse a été prétraitée 3fois, centrifugée pour éliminer le tampon, lavée 2fois à l'eau 

distillée. Enfin, une quantité de 300mg a été soumise à l'extraction par solvant. 

-Combinaison CEP/US. La biomasse obtenue après le prétraitement au CEP, a été dilué dans 

de l'eau puis traitée aux US, selon les mêmes conditions décrites précédemment dans partie 

ultrasons(US).  

- Combinaison CEP/ CD. La biomasse prétraitée au CEP, a été sujette à un cycle de 

congélation/décongélation  

- Combinaison CD / US. Une quantité de biomasse fraiche ayant subi un cycle de 

congélation/décongélation, a été traité aux US par la suite. 

 -Combinaison CEP/CD/US.  La biomasse fraichement récoltée, a subi d'abord un traitement 

au CEP. Après élimination du tampon et lavage, la biomasse a été conglée puis décongelée, 

puis traitée aux US.  

Les extractions pour tous les échantillons après les différents prétraitements, seuls ou en 

combinaisons, sont effectuées selon les étapes décrites plus haut dans la sectionextraction par 

solvant. 

5.2.3. Caractérisation des acides gras 

Le profil des acides gras de Chlorella est déterminé par chromatographie en phase gazeuse 

(GC, CHROMPACK CP 9002, Paysbas) sous des conditions spécifiques. Une méthylation est 

appliquée pour convertir les acides gras en estersméthyliques d’acides gras correspondants 

(FAME) selon la méthode de Wolf, (1968) qui consiste à mettre 0,2 g de matière grasse 

extraite précédemment selon les différentes techniques enumérées dans des tubes àsceller, 

ensuite 0,5 mL de méthanol à 0,5 % d’acide sulfurique sont ajoutés. Enfin, porter les tubes à 

sceller à 140C°dans un bain à sec pendant 2 heures. La séparation des FAME est conduite à 
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l'aide d'une colonne de chromatographie capillaire (DB-23, 50% Cyanopropyl, 30 m x 0.32 

mm ID; épaisseur 0.25 µm). Les methylesters sont injectés (SPLIT 1/100 injector) et détéctés 

à l'aide d'un détecteur FID à une température de 250°C. Un mélange de standards de FAME 

(99% de pureté obtenus  de GLC, sigma Co.) a été utilisé pour l'identification des acides gras 

majeurs. 

5.2.4.Analyses statistiques 

Les valeurs obtenues sont présentées en moyennes ± Ecart type sur des analyses effectuées en 

triplicata. Une Analyse de la variance à une variable (ANOVA) a été effectuée ajoutée à un 

test de Turkey. Les Différences avec une probabilité<0.05 sont considérées comme 

significatives. Toutes les analyses ont été performées à l'aide du logiciel statistique R version 

3.0.2 (R Core Team, 2013). 

5.3. Résultats et Discussion 

5.3.1. Rendement de l'extraction 

Chlorella sp a été utilisée pour l'étude de sa teneur en lipides et la composition en acides gras, 

apres avoir été sujette à des différents traitements: Ultrasons (US), Champs Electrique Pulsé 

(CEP), Congélation-Décongélation (CD), et les combinaisons CD/US, US/CEP, CEP/ CD, 

CEP/CD/ US. Les résultats sont montrés dans la Figure 5.1 

 

Figure  5.1 : Rendement de l'extraction des Lipides 
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Selon la Figure 5.1 qui montre le rendement d'extraction des lipides totaux de la microalgue 

Chlorella sp a varié de 9.3 à 15.33 %. L'extraction des lipides sans aucun traitement,avec une 

simple macération, a donné seulement 11.8% de rendement. Ces résultats corroborent àceux 

reportés par Krishnan et al. (2019), Amin et al. (2019) et Hosseinizand et al. (2017) qui ont 

obtenu 10.9, 10.7 et10.63%, respectivement de rendement des lipides totaux à partir de 

Chlorella sp par la méthode conventionnelle de Bligh et Dye. Par ailleurs, Matos et al. (2016) 

et Abdo et al. (2015) ont rapporté12% des lipides totaux chez Chlorella vulgaris. Nos 

résultats sont différents de ceux observés dans les travaux de Phukan et al. (2011) où 28% des 

lipides ont été recensés. Ce qui reste différent des teneurs obtenues par Aaronson et al. (1980) 

avec 26%, Materassi et al. (1980) et Trubachev et al. (1976) avec des teneuses variant entre 

15-27% et 14-22%, respectivement pour le genre Chlorella. Par ailleurs, Belkoura et al. 

(1997) ont rapporté des teneurs en lipides chez Chlorella sorokiniana oscillant entre 13,2 et 

24,8 % de matière sèche. 

La composition de la biomasse algale dépend des conditions de culture et d'autres facteurs 

complexes, et peut aussi varier à l’intérieur de la même espèce (Amin et al., 2019).Un 

rendement d'extraction de 11.33% a été obtenu après l'application de la 

congélation/décongélation. Cette baisse de rendement observée pourrait être due à la 

température de la congélation, qui a causé la formation de cristaux qui ont deshydraté 

l'échantillon. Ce process pourrait avoir causé des dommages sur la membrane cellulaire 

rendue plus poreuse après augmentation du volume de l'eau après congélation, cependant, la 

paroi cellulaire n'est pas encore rompu (Lee et al., 2017; Guldhe et al., 2014; Lee et al., 

2012;).  

L'application des ultrasons (US) a donné le rendement le plus bas comparé au contrôle 

(macération simple) (9.33 % contre 11.8% ). De plus, le rendement d'extraction peut aussi être 

observable pour tous les prétraitements en combinaison avec les Ultrasons: CEP (15.33%) 

contre US/ CEP(13.2%), CEP/CD (13.33%) contre CEP/CD/US (9.33%). 

Nos résultats sont dans les mêmes optiques que ceux rapportés par Prommuak et al. (2012) 

qui ont aussi obtenu une réduction en rendement d’extraction des lipides chez Chlorella 

vulgaris observé après sonication. Mais, restent différents des travaux de Rokicka et al. 

(2020), Tantichantakarum et al. (2019), Araujo et al. (2013) et Zheng et al. (2011) qui ont 

reporté chez Chlorella vulgaris.des rendements d'extraction des lipides assistée par US plus 

de 26.26 ; 15; 52.5  et 15%, respectivement. De nombreux auteurs tels que Cravotto et al. 

(2008), Lee et al. (2010), Ranjan et al. (2010), Prabakaran and Ravindran (2011) et Adam et 
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al. (2012) aussi ont observé une augmentation des rendements d'extraction des lipides après 

sonication comparé aux méthodes conventionnelles. 

Il a été démontré que la rupture des bulles générées par les ondes ultrasoniques causent un 

échauffement local qui accélère le phénomène de dégradation. En conséquence, la baisse des 

rendement obtenus dans ce travail pourrait être due à l'augmentation des temps d'exposition 

dans les différentes méthodes, associée à la dégradation des lipides pendant la combinaison 

des traitements (Nogueira et al., 2018, Jaechke et al.,2017 ). Aussi, d'après Naghdi et al. 

(2016), l'exposition prolongée à la sonication, peut produire des radicaux libre qui pourrait 

détériorer la qualité des lipides par phénomène d'oxydation. 

Ces différences pourraient aussi être expliquées par le choix du milieu utilisé dans la 

sonication, qui est l'eau dans cette étude, qui possède une basse viscosité comparée aux autres 

solvants. La préoccupation principale pour le prétraitement aux US est la sélection des 

paramètres (fréquence, énergie consommée, temps de traitement). Une augmentation 

significative dans la température, une dénaturation des protéines et la formation de mousse, 

sont remarqués après une intense sonication (Matrinez - guerra et al., 2014; Ma et al., 2014; 

Adam et al., 2012). Par ailleurs, Yao et al. (2015) ont montré un effet de rupture cellulaire 

après une sonication dépassant les 5minutesde traitement. 

Le prétraitement au CEP de Chlorella sp, a significativement amélioré le rendement 

d'extraction obtenant entre 9.33 et 15.33% comparé au contrôle (Macération simple) avec 

11.8%. En effet, un rendement maximum de 15.33% a été observé avec l'application du CEP, 

suivi par la combinaison CEP/CD avec (13.33%.), indicant l'efficacité du CEP comme 

méthode pour la rupture cellulaire. Les résultats obtenus pour l'application du CEP, 

corroborent à ceux reportés par Canelli et al. (2022), Leonhardt, (2020), Guo et al. (2019), 

Kempkes et al. (2015), Eing et al. (2013), Zbinden et al. (2013) qui aussi ont observé une 

augmentation significative dans l'extraction des lipides. D'autres auteurs ont conclu que le 

CEP peut être une technologie utile pour améliorer et augmenter le rendement des lipides 

extraits des espèces de microalgues (Silve et al., 2018a; Foltz,2012; Flisar et al., 2014Sheng 

et al.,2011), 

Le traitement au CEP induit la perméabilisation des membranes, qui pourrait avoir facilité la 

pénétration des solvants (Silve et al., 2018). Bien que cette technologie ait prouvé la 

facilitation de l'extraction, indiquant un effet potentiel sur la paroi cellulaire, la desintégration 

des microalgues en raison de l'augmentation de surface de contact durant le prétraitement 



Chapitre 5                 Effets des ultrasons, du champ electrique pulsé et de la congélation/  

décongélationsur le profil lipidique de Chlorella sp 

104 
 

causant ainsi l'amélioration de l'extraction des composés intracellulaires (Cho et al., 2012, 

Martinez guerra et al., 2014). Toutefois, il reste incertain comment l'extrabilité des lipides 

peut être améliorée si la paroi cellulaire peut agir en tant que barrière. Sa dégradation par des 

enzymes endogènes autolytiques après un traitement au CEP pourrait par la suite faciliter 

l'intéraction des solvants. Comme un phénomène d'autolyse qui pourrait accélérer la 

perméabilisation de la membrane cellulaire après l'application du CEP (Silve et al., 2018),le 

CEP accroit l'extrabilité des lipides en déclenchant la dégradation autolytiques de la cellule. 

Canelli et al., 2022). 

De nombreuses espèces de microalgues possèdent un taux élevé de lipides entre 20–50% de 

MS. L'espèce de Chlorella utilisée dans cette étude a observé seulement 11.8% pour 

l'extraction conventionnelle. Cependant, il est possible d'augmenter le taux de concentration 

de la teneur en lipides en optimisant les facteurs de croissances comme le contrôle du niveau 

d'azote, l'intensité lumineuse, la température, et la concentration en CO2  (Battacharya et al., 

2016).Selon Araujo et al, (2013) la modulation de la salinité du milieu de croissance peut etre 

utilisé pour atteindre un rendement lipidique plus important 

5.3. 2. Profil en acides gras 

Les résultats présentés dans le tableau 3.1 et la figure 3.2 montrent les profils en acides gras 

extraits (Annexe 09) pour chacune des méthodes utilisées seule ou en combinaison, 

appliquées en prétraitement avant extraction. Des différences significatives (p <0.05) ont été 

observés dans la variabilité des FAME. 
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Tableau   5.1Profils des acides gras obtenus après prétraitements 

AG Dénomination ST CEP US CD CD/US CEP/CD CEP/US CEP/CD/US 

        

C12:0 Acide Laurique  0,81 0,17 0,97 0,72 4,85 0,57 0 8,28 

C14:0 Acide Myristique  1,17 0,54 0,73 0,86 0,775 0,58 5,4  

C16:0 Acide palmitique  40,12 25,21 35,74 43,20 48 29,98 37,63 35,525 

C16:1ω7 Acide Palmitoléique  3,91 4,35 1,80 6,32 7,46 8,52 1,14 6,785 

C17:0 Acide Margarique  0,80 2,6 2,28 0,76 1,24 0,92 1,625 1,55 

C18:0 Acide Stéarique 17,34 5,045 16,35 16,99 16,2 7,52 15,1 7,32 

C18:1ω9 Acide Oléique  17,67 35,94 5,75 4,80 5,975 11,18 7,08 10,31 

C18:2ω6 Acide Linoléique  6,17 29,54 10,03 4,05 5,65 25,48 9,63 21,765 

C18:3ω3 Acide Linoléique  0,96 6,88 4,16 5,34 1,82 10,25 1,03 8,215 

C20:0 Acide Arachidique  0,65 0,16 1,3 0,46 1,72 0,17 3,30  

C20:1ω9 Acide Gondoique  2,95 0 2,35 0,52 0,68 0,31 0,98  

C22:0 Acide Béhénique  1,14 0,0006 0,00004 0,004 0,00025 0,001 2,31 0,0065 
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(a) 

(b) 

(c) 

Figure  5.2 : Variation des teneurs des acides gras (Oléiques, linoléique, linolénique) selon les 

prétraitements et leur combinaison (%); a, b, c, d, e, f, g, h – les mêmes lettres 

signifient qu'il n'y pas de différences statistiques entre les échantillons (p ≤ 0.05). 
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Ces résultats montrent que toutes les méthodes de prétraitement utilisées dans cette étude ont 

considérablement augmenté le rendement d'extraction des acides gras C16 et C18. En plus, de 

la production des acides gras insaturés spécialement oméga 3, 6 et 9 de la Chlorella sp. 

Pour la biomasse non-traitée, le profile en acide gras a montré des concentrations 

intéressantes d'acide palmitique (C16:0) avec 40.12% représentant le composant majeur, suivi 

par l'acide oléique (C18:1), l'acide stéarique (C18:0) avec 17.67 et 17.34 %, respectivement; 

tandis que les acides Linoléique (C18:2) et Palmitoléique (C16:1) sont présents avec 

seulement6.17 et 3.91%, respectivement. 

Ces résultats corroborent avec le profil FAME obtenu par Jay et al. (2018) et Sharmin et al. 

(2016), où l'acide palmitique et les composés C16 et C18 sont les plus abondants. Yang et al. 

(2016) ont reporté que les lipides avec des teneuers en acides palmitique et oléique peuvent 

être utilisés pour la production de biodiesel de bonne qualité. 

Le CEP a des effets positifs sur la quantité des acides gras et de leur qualité. Une amélioration 

remarquable dans le profil des acides gras a été notée, par la réduction de la teneur en acide 

palmitique (40.125% contre 25.21%), alors qu'une augmentation significative en composés 

C18 a été observée. Le résultat obtenu pour la biomasse fraiche prétraitée au CEP indique que 

cette méthode est efficiente pour la rupture cellulaire. Plusieurs recherches ont reporté des 

résultats très similaires après l'application du CEP chez Ankistrodesmus falcatus et 

Synechocystis PCC 6803 et noté des profiles: (C16:0, C16:1, C16:2, C18:0, C18:1, C18:2, 

C18:3, C22:0), avec une prédominance du C18:1 et une augmentation significative du  C18:3 

(Zbinden et al., 2013; Sheng et al., 2011). Une autre étude a observé une augmentation  des 

FAME extraits après CEP, de 8% comparé au contrôle pour des échantillons de Chlorella 

pyrenoidosa (Han et al., 2019).Ces modifications pourraient être attribuées à une réduction de 

la taille des globules de gras après le traitement au CEP qui peut influencer l'extraction des 

lipides. De plus, en raison de l'augmentation du nombre des pores ainsi que leur diamètre par 

le champs électrique, le ration entre la surface cellulaire et la surface des pores diminue, ce 

qui mène à une meilleure pénétration du solvant et par conséquent permet à l'amélioration des 

rendements d’extractions (Han et al.,2019; Goettel et al., 2013).  

Ainsi, les acides gras saturés, les monosaturés et l'acide linoléique (C18:2), sont présents en 

plus grande quantité après ce traitement de rupture cellulaire. (Concas et al.,2015).Un profil 

d'acides gras différent a été observé après le traitement aux US comparé à celui obtenu par 

simple macération: une diminution de l'acide palmitique (40 contre 25.745 %), et un 

changement pour l'acide palmitoléique (3.91 contre 1.8%) et l'acide oléique (17.67 contre 
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5.7%). Néanmoins, une augmentation dans les teneurs des acides linoléique (C18:2) et 

linolénique (C18:3) a été observée de 6.175 à 10.04%, et de 0.96 à 4.14%, respectivement. En 

conséquence, on peut conclure dans cette étude, que l'oxydation des acides gras polyinsaturés 

est possiblement arrivée sous l'effet des Ultrasons, probablement pour les raisons suivantes: 

l'intensité des ultrasons a été importante et a durée pendant 20minutes, et le radical libre  

(ROO.) qui aurait pu être libéré dans le milieu, pourrait avoir réagi avec les acides gras 

polyinsaturés. De nombreuses études ont démontré que la rupture des bulles générée par les 

ondes ultrasoniques, cause une augmentation intense de la température locale, ce qui accélère 

le process de dégradation (Jaeschke et al., 2017). Nos résultats sont tres similaire de ceux 

rapportés par Abdo et al. (2015), ou chez Chlorella vulgaris, un maximum de concentration 

de 6.37% et 21.17% pour les oméga 6 et oméga 3, respectivement ;alors que les oméga 9, 

n'ont pas été détectés. D'autres auteurs ont mentionné que les composants majeurs extraits à 

partir de Chlorella sp. récoltée par centrifugation, ont été l' acide palmitique (C16:0), l' acide 

oléique (C18:1) et l' acide linoléique (C18:2), suivis par l' acide stéarique (C18:0) et l' acide 

linolénique (C18:3) ainsi que des petites quantités d'acide palmitoléique (C16:0). En 

conséquence, les acides palmitique (C16:0), palmitoléique (C16:1), stéarique (C18:0), et l' 

acide linoléique (C18:2) ont été reconnu comme les acides gras les plus communs présents 

chez Chlorella vulgaris (Ahmad et al.,2014; Kim et al.,2012). 

Pour l'extraction assistée aux US, les résultats obtenus sont proches de ceux obtenus par Ma et 

al., (2014) qui ont observé une diminution des acides palmitique et palmitoléique après 

sonication de la biomasse de Chlorella ssp. Aussi, Adam et al., (2012), ont remarqué une 

différence significative des teneurs en AGMI et AGS, et particulièrement des composants  

C16 et  C16:1n7 après l'extraction assistée aux US. Une diminution de ces composants a été 

remarquée avec une augmentation de la température, induite par l'effet joule, qui par 

conséquence entrainent la destruction des composants sont détruits. Par ailleurs, nos résultats 

sont différents des travaux de Prabakaran and Ravindran(2011) et Cravotto et al., (2008) qui 

n'ont observé aucune différence significative après la sonication de Chlorella vulgaris. 

D'après Pingret et al., (2014), cette baisse peut être attribuée à l'oxydation des lipides due à la 

forte activité et la capacité d'oxydation des radicaux libres (OH_) générés durant l'exposition 

aux ultrasons. Patel et al. (2020) et Ali et Watson (2015) ont conclu que la composition des 

acides gras extraits de la biomasse des microalgues, diffère selon les espèces ainsi que des 

méthodes de prétraitements utilisées. 
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3.3. Variation des proportions AGMI, AGPI, AGS 

Les proportions des acides gras saturés, mono et polyinsaturés, sont regroupées dans le 

tableau 5.2. 

Tableau   5.2Proportions AGMI, AGPI, AGS (%) 

Acides gras Macération CEP US CD CD/US CEP/CD CEP/US CEP/C

D/US 

AGS 62,04 33,72 57,38 63,01 72,78 39,74 65,37 52,68 

AGMI 24,53 30,29 9,91 11,65 14,11 20,01 9,2 17,09 

AGPI 7,13 36,42 14,19 9,39 7,4 35,74 10,66 29,98 

(AGMI+AGPI)/AG

S 

0,51 2,27 0,42 0,33 0,29 1,40 0,30 0,89 

W3/W6 0,15 0,23 0,41 1,31 0,32 0,40 0,10 0,37 

AGS: Acides Gras Saturés; AGMI: Acides Gras Mono Insaturés; AGPI: Acides Gras 

Polyinsaturés 

Le profil a montré que les acides gras saturés (AGS) ont été les acides gras prédominants dans 

tous les échantillons, suivis par les acides gras monoinsaturés (AGMI) puis par les acides gras 

polyinsaturés (AGPI). Dans l'échantillon sans traitement, 62.04% pour les AGS , 24.53% en 

AGMI, et 7.13 % en AGPI ont été observés. Ces résultats corroborent à ceux rapportés par 

Shanmugam et al. (2020) mais restent différents de ceux observés par Matos et al. (2016), 

Khoeyi et al. (2011), Tukosuglu and Unal (2003) avec Chlorella vulgaris avec moins de 30% 

de AGS et au delà de 20% des AGPI ont été retrouvés. 

La composition des acides gras peut être partiellement attribuée à la phylogénétique et au 

génome des microalgues. Elle peut dépendre aussi des conditions de culture et de la phase de 

croissance lors du temps de récolte (Matos et al. ,2019; Ferreira et al., 2017; Rismani et 

Shariati, 2017). 

Pour les échantillons traités par CEP, des proportions différentes ont été trouvées, avec une 

baisse des AGS (33.72%), et une augmentation des AGMI et AGPI avec 40.29 et 36.42%, 

respectivement. Ces résultats obtenus sont différents de ceux reportés par Han et al. (2018), 

qui ont comparé la composition des acides gras obtenue après application des US et des CEP, 

comparé à un contrôle. Ces auteurs ont noté une légère augmentation pour les AGS de 43.91 à 

45.89%, et les AGPI de 19.02 à 22.11 %, ainsi qu'une baisse dans la teneur des AGMI. Les 
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échantillons soumis aux US ont montré des résultats complètement différents  obtenant 57.38 

% pour les AGS, 9.91 pour les AGMI et 14.19 % pour et les AGPI. 

Un changement notable avec tous les prétraitements incluant les US a été reportés dans notre 

étude. Nos résultats corroborent à ceux reportés par Han et al. (2018), qui ont noté une baisse 

dans les AGS de 43.91 à 40.05%, et les AGMI de 37.08 à 32.7 %, et une augmentation pour 

les AGPI de 19.02 à 27.25%, comparé à un contrôle. Li et al. (2004) ont étudié l'extraction 

des lipides des graines de soja, assistée par les US, et ont trouvé un décroissement dans les 

teneurs des acides gras insaturés susceptibles à l'oxydation, et un accroissement pour les AGS, 

plus stables. Ceci est peut être du à la rupture des cellules et la dégradation des acides gras  

(Borges et al., 2016). 

Le plus haut pourcentage des oméga 3 a été détecté pour la combinaison CEP/CD, et pour les 

oméga 6 et 9 c'est  le prétraitement au CEP. qui a obtenu le meilleur rendement. Le meilleur 

ratio (AGMI+AGPI)/AGS égale à 2.27 a été calculé après le prétraitement de CE. 

Pareillement dans les travaux de Abdo et al.(2015), le plus haut pourcentage obtenu pour les 

oméga 3 a été détecté chez Chlorella vulgaris avec (21.17%). 

L'équilibre des acides gras omégas est très important à considérer. Le ratio omega-3:omega-6 

est devenu un modèle pour jauger l'équilibre des matières grasses dans les régimes 

alimentaires (Harris, 2006). Des régimes avec un ratio omega-3/omega-6 supérieur à 1:10 

sont non recommandés. Dans cette étude, les ratios obtenus varient entre 0.15 et 1.31, le 

maximum obtenu après congélation/décongélation, ce qui reste non recommandé. pour 

l'alimentation humaine. 
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4.4. Conclusion 

Des approches d'extraction différentes ont été testées pour l'extraction des lipides de la 

biomasse fraiche de Chlorella sp . L'application du CEP en prétraitement et la combinaison 

avec ce dernier, a montré une amélioration significative dans l’extraction....... Les US et leur 

combinaison ont montré quant à eux des résultats non satisfaisants, en dépit de la littérature 

qui reconnait cette techniques comme efficace pour les extractions, en réduisant le temps 

d'extraction et en augmentant les rendements des lipides à partir de graines oléagineuses et de 

microalgues. A ce jour, rares sont les études qui reportent l'effet négatif de la méthode des 

ultrasons sur l'extraction lipidique et sur la qualité des lipides extraits et/ou la stabilité des 

AGPI.  

Enfin, l'amélioration de l'extraction des lipides doivent être suivie par l'application de solvants 

verts et renouvelables, durables et non-toxiques. Généralement reconnus comme SAFE 

(GRAS), pour remplacer les solvants toxiques comme le méthanol et le chloroforme. 
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Chapitre 6 Elaboration d'une boisson fonctionnelle -Jus de fruits enrichi en 

chlorelle - 

6.1. Introduction  

Les jus de fruits sont des boissons riches en éléments nutritifs et en raison de leur goût sucré 

et acidulé, leur couleur attirante rappelant les fruits utilisés,ainsi que leur valeur nutritive, ils 

possèdent la plus haute acceptabilité parmi tous les autres types de boissons. Leur 

consommation liée à l'apport de fruits et légumes conseillés par l'OMS, va etre liée à la 

prévention de nombreuses maladies ; en raison de la présence de nombreuses molécules 

bénéfiques (Rivera et Cabornida, 2008).De plus,une variété de vitamines, minéraux peuvent 

être aditionnés aux jus durant le procédé de fabrication pour l'amélioration de leur valeur 

nutritionnelle. 

Le secteur agroalimentaire est en constante expansion notamment dans le secteur des 

boissons; en croissance constante pour pouvoir répondre aux demandes des consommateurs 

en quête de nouveaux produits entre nouveaux goûts et bénéfices pour la santé. D'ou 

l'utilisation de d'ingrédients fonctionnels pourrait améliorer leurs profils texturaux et 

sensoriels ainsi que nutritionnels. Ces ingrédients procurer de nombreux avantages 

physiologiques, nutritionnels et énergétiques (Propriétés antihypertion, antioxydante, anti-

inflammatoire..) (Goldberg, 1994). 

La tendance de ces dernieres années est l'avenement des produits naturels dit 'Healty' ayant 

des avantages nutritionnels. On cite les produits dérivés à base de macro et microalgues, étant 

l'ingrédient star, source de composés bioactifs, tels que les pigments et les acides gras 

essentiels et de nombreuses hautres à  haute valeur commerciale. 

La Chlorellaest connue comme un aliment traditionnel et a depuis l'antiquité été utilisée pour 

la médecine alternative. Elle possède de nombreux avantages pour la santé, en aidant à 

combattre plusieurs troubles: les ulcères gastriques, la constipation, l'anémie, l'hypertension, 

le diabète, la malnutrition infantile et la névrose (Yamaguchi, 1997). 

Cette microalgues est également une source précieuse de pigments naturels, comme les 

caroténoïdes, et peut être utilisée comme colorant naturel dans l'industrie agroalimentaire. 

Sans oublier les acides gras polyinsaturés et sa forte teneur en protéines qui lui confèrent une 

capacité d'incorporation parfaite pour les nouveaux aliments dits fonctionnels. 

Les jus de fruits élaborés doivent évalués pour leur qualité, et ses différentes composantes, 

sensorielle par son aspect visuel, ses caractéristiques olfactifs et gustatifs; physicochimiques 
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et microbiologiques, en plus des objectifs nutritionnels d'ingrédients fonctionnels pourrait 

changer ces paramètres, par conséquent, l'impact de ces changements doit être étudiés afin de 

prédire l'acceptation par le consommateur des nouveaux produits formulés et développés. 

L’objectif général de cette étude est de préparer des jus de fruits enrichis avec différentes 

quantités de Chlorella sous forme de poudre, et d’étudier les effets de son incorporation dans 

l’élaboration d’un jus de fruits. Les paramètres physico-chimiques, biochimiques, 

microbiologiques et sensoriels sont analysés pour mettre en évidence l’impact de 

l'incorporation de la chlorelle sur la boisson à base de fruits. 

6.2. Matériel et méthodes 

Ce travail est réalisé au niveau du laboratoire de Technologie Alimentaire et de Nutrition 

humaine, à l'Ecole Nationale Supérieure Agronomique, El harrach, Alger. Il s'agit d'élaborer 

deux types de boissons ; la première à base de trois fruits: fraise, orange et pêche ; la 

deuxième à base de citron et menthe ; les deux boissons sont enrichies en chlorelle incorporée 

à différentes doses. 

6.2.1. Méthodologie 

Plusieurs essais d'incorporation ont été effectués avec des doses différentes des matières 

premières pour les deux boissons, avant de choisir une combinaison de tous les composés 

pour chaque boisson, enrichies par différentes quantités de chlorelle. Ces deux boissons ont 

été soumises à une analyse sensorielle hédonique par un panel de dégusation. 

Ensuite, des analyses physicochimiques et microbiologiques ont été effectuées pour garantir 

la conformité des boissons élaborées, selon les normes algériennes et internationales.  

Pour l'élaboration de ces boissons, plusieurs étapes sont suivies. D'abord, les matières 

premières sont préparées: Chlorelle, citron, menthe, purée de fraise, concentré d’orange et 

purée de pêche pour l'élaboration des deux boissons; Ensuite, la poudre de chlorelle est 

ajoutée aux boissons élaborées. Puis, une analyse sensorielle effectuée pour valider une 

formule par type de boissons. Une fois les données traitées, les boissons choisies par les 

dégustateurs sont soumises à des analyses  physicochimiques et microbiologiques. Par la 

suite, pour évaluer l'altération des boissons dans le temps, un test de stabilité est appliqué. 

Enfin,le prix de revient est évalué.  
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6.2.1.1. Matières premières 

- Chlorelle : sous forme de poudre lyophilisée,cultivée et récoltée au niveau du laboratoire du 

département technologie alimentaire à l’Ecole Nationale Supérieure Agronomique (ENSA) El 

Harrach-Alger. 

- Fruits: Citron : Femminello, (ESS= 7º Brix) , Menthe verte , Fraise : Camarosa (EST= 9º 

Brix) achetés au marché local de Beni Messous, (L'extrait sec soluble (ESS) est calculé à 

l'aide d'un réfractomètre ATAGO AUTOMATIC). 

- Concentré et purée : orange  (66º Brix) et peche (30º Brix)   : fourni par SARL ZINE FOOD, 

RAMY, Alger. (Provenance: Brésil) 

-Eau traitée : avec un pH de 7,476, fournie par SARL ZINE FOOD, RAMY, Alger. 

6.2.2.2. Elaboration des boissons 

Pour la boisson citron-menthe, d'abord, les fruits sont lavés soigneusement, pour éliminer les 

résidus de terre. Puis, ils sont triés et équetés, afin d'éliminer les fruits altérés. Les citrons sont 

préssés jusqu’à l’obtention d’un jus pur. La menthe est par la suite broyée avec ce jus de 

citron. 

Pour la boisson cocktails de fruits, la purée de fraise est obtenue après broyage jusqu’à 

l’obtention d’une purée homogène, puis cuite, jusqu’à l’obtention d’une purée dense. 

Les deux boissons formulées sont : 

Boisson 1 : Citron et menthe. 

Boisson 2 : Fraise, orange et pêche. 

Des quantités précises des purées, du concentré et du jus de citron ont été pesées A l’aide 

d’une balance électronique (KERN EW). Le mélange de ces ingrédients est homogénéisé à 

l'aide d'un agitateur magnétique (STUART), puis l'ajout de l'eau complète la préparation au 

volume désiré. 

Après plusieurs essais, pour la boisson 1 une teneur de 28% de citron avec 9°Brix a été 

choisie et 50% de fruits avec 8,5°Brix, sont sélectionnés pour la boisson 2. L'extrait soluble 

totale est corrigé par l’ajout de sucre (100 et 35g pour les boissons 1 et 2, respectivement) 

D'après le rapport de la quatrième session du groupe intergouvernemental spécial du Codex 

sur le jus de fruits et de légumes, une valeur minimale de 8,00 °Brix corrigée en fonction de 

l'acidité pour les jus de lime et de citron. 
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Les additifs sont utilisés pour finaliser les boissons:  

- émulsifiant et conservateur : la pectine et l’acide citrique, pour les 2boissons. 

-arôme et colorant (rouge ponceau), pour boisson 2. 

Ensuite, les boissons sont soumises à une pasteurisation (95°Cpendant 3 min), puis refroidies. 

Après, la chlorelle est ajoutée dans des conditions asceptiques, à des doses différentes comme 

présenté dans le tableau 6.1, puis une deuxieme pasteurisation est effectuée ( 75°Cpendant 15 

s) . Les boissons sont enfin refroidies dans un réfrigerateur à 4°C. 

Une analyse sensorielle des deux boissons pour évaluer l'acceptabilité des boissons par les 

dégustateurs, a été effectuée au niveau du Département de technologie alimentaire de 

l’ENSA, avec l'aide des étudiantset le personnel de différentes tranches d'age, ce qui a permis 

de sélectionner les boissons les plus appréciées par le panel, et de continuer les analyses sur 

celles-ci. 

Le tableau 6.1 représente les différentes doses incorporées dans les deux boissons. 

Tableau   6.1Les différentes doses incorporées dans les 2 types de boissons 

 

Boissons 

Citron -menthe Cocktail(Fraise+orange+pêche) 

formule a formule b formule c formule d formule e formule f 

Chlorelle (g / l 

de jus) 

0 1,5 2 0 1,5 2 

Eau Quantité suffisante pour 1 litre 

Sucre (g) 100 100 100 35 35 35 

Degré Brix 9 9 9,3 8,5 8 8 

 

6.2.2. Analyse sensorielle 

Le choix de la meilleure formule est basé non seulement sur les qualités nutritionnelles mais 

aussi les qualités organoleptiques, ce qui nous a amené à réaliser l’analyse sensorielle qui 

permet d'appréhender les différentes propriétés organoleptiques (gustatives, olfactives, 

visuelles et, parfois, auditives) d’un produit. 

L’analyse sensorielle des boissons obtenues a été réalisée par un panel de dégustateurs 

composé d’étudiants et depersonnel enseignant et administratif de l'ENSA.  
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Le test hédonique est basé sur l'appréciation des dégustateurs, de différents critères : 

caractéristiques visuelles, olfactives, gustatives ainsi qu'une note générale pour la qualité 

d'ensemble. Les échantillons présentés aux dégustateurs, se font de facon monadique, dans 

des gobelets transparents et en quantité suffisantes, puis ces derniers doivent répondre et 

remplir une fiche de dégustation (Annexe 09). Les données sont filtrées et traitées afin 

d'obtenir les évaluations des dégustateurs. 

6.2.3. Analyses physicochimiques des boissons 

6.2.3.1. Détermination de la matiere sèche 

L'extrait sec total ou matières sèches totales est l'ensemble de toutes les substances qui, dans 

des conditions physiques déterminées, ne se volatilisent pas. Ces conditions physiques 

doivent être fixées de telle manière que les substances composant cet extrait subissent le 

minimum d'altération (OIV-MA-AS2-03A). 

Les capsules sont remplies d'un poids déterminé, pesées avant et après ajout du produit, puis 

mises dans une étuve à une température de 103 ± 2°C jusqu'à poids constant. 

𝑃 (𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑎𝑡𝑖è𝑟𝑒 𝑠è𝑐ℎ𝑒 𝑒𝑛 𝑔) = 𝑃1 − 𝑃2                        (6.1) 

𝑃1( 𝑔) = 𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑑𝑒𝑠 𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙𝑒𝑠 + 𝑚𝑎𝑡𝑖è𝑟𝑒 𝑠è𝑐ℎ𝑒(6.2) 

𝑃2( 𝑔) = 𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑑𝑒𝑠 𝑐𝑎𝑝𝑠𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑣𝑖𝑑𝑒𝑠)                                         (6.3) 

6.2.3.2. Détermination de l’extrait soluble total (AFNOR; NF05-10, 1996) 

L’extrait sec soluble est la fraction de saccharose dans un liquide ; c’est-à-dire le pourcentage 

de matière sèche soluble. L’extrait sec soluble d’un jus de fruits représente la concentration en 

substances glucidiques. 

L’extrait soluble total a été déterminé par un réfractomètre (Atago Automatic, Japon). Le 

réfractomètre a été réglé à une température de 20°C. La concentration est exprimée en degré 

Brix ou en pourcentage de masse 

Une goutte de l’échantillon préalablement homogénéisée, est déposée à la surface de prisme. 

Le réfractomètre est orienté vers une source de lumière. 
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6.2.3.3. Mesure du pH (AFNOR; NF05-108, 1996) 

Le pH est la différence de potentiel existant entre deux électrodes plongées dans le produit 

objet de la mesure.La détermination du pH par la méthode potentiométrique, est réalisée à 

l’aide d’un pH-mètre. La valeur du pH est affichée sur le pHmètre (Hanna, Italie) étalonné au 

préalable, par une solution tampon ; apres immerger l'électrode dans un volume suffisamment 

important. 

6.2.3.4. Détermination de la densité optique (Maydav et al., 1977) 

Un volume de 50 ml du jus est d'abord centrifugé (SIGMA 2-15, Germany) à 2300 tr/mn, 25 

ml du surnageant sont dilués avec 25 ml d’éthanol à 95%, puis le mélange est filtré à travers 

un papier filtre. 

La détermination de la densité optique du filtrat se fait à 420 nm par un spectrophotomètre 

(JENWAY GenovaPlus, UK). 

6.2.3.5. Détermination de l’acidité titrable (AFNOR. NF V 05-101) 

Elle représente l'ensemble des acides minéraux et organiques libres présents dans le matrice 

analysée.Le titrage potentiométrique se fait par une solution de NaOH à 0,1N.10 ml de 

l’échantillon sont agités; puis 2 gouttes de phénolphtaléine sont ajoutées. Par la suite. Le 

titrage se fait par le NaOH, jusqu’à l’apparition d’une couleur rose. 

Acidité est exprimée en gramme par litre selon la formule suivante : 

𝐴𝑐𝑖𝑑𝑖𝑡é (
𝑔

𝑙
) = 𝑉 × 0.64  (6.4) 

Avec : 

V : volume de NaOH 

0.64 : Coefficient d’acidité 

6.2.3.6 Détermination du taux de cendres 

Les cendres totaux ont été déterminées par incinération dans un four à moufle (Linn Electro 

Term, Allemagne), d’un volume de jus de fruit de à 450 °C pendant 48 h (Tokuşoğlu et Ünal, 

2003;Rebolloso Fuentes et al., 2000 ). 
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6.2.3.7. Détermination des pigments 

D’abord, une centrifugation (SIGMA 2-15, Germany)à 4500 tr/min pendant 10min) d’une 

quantité de culture (0,1 - 1 ml) est effectuée dans des tubes en verre(DURAN, SCHOTT 

MAINZ, JENA
ER

Glas). La quantité de culture à prendre dépend de la densité cellulaire de la 

culture. Puis, le surnagent est retiré et 1ml de methanol est ajouté. Le tout est gardé dans 

l'obscurité à 4ºC. Plusieures extractions sont effectuées jusqu'à extraction complète (le culot 

doit être blanc). Les surnagents sont regroupés après centrifugation et pour chaque extraction. 

A ce stade, l'absorbance du surnagent est mesurée à des longueurs d’ondes de470, 653et 

666nm par un spectrophotomètre (JENWAY GenovaPlus,UK). Pour le calcule, la formule de 

Wellburn (1994) pour le méthanol est appliquée : 

𝐶ℎ𝑙𝑜𝑟𝑜𝑝ℎ𝑦𝑙𝑙𝑒𝑎 (𝐶ℎ𝑙𝑎𝑒𝑛
𝑚𝑔

𝑔
𝑑𝑒𝑀𝑆) = (15.65 ×  𝐴666 ) − (7.34 ×  𝐴653 )(6.7) 

𝐶ℎ𝑙𝑜𝑟𝑜𝑝ℎ𝑦𝑙𝑙𝑒𝑏 (𝐶ℎ𝑙𝑏𝑒𝑛
𝑚𝑔

𝑔
𝑑𝑒𝑀𝑆) = (27.05 ×  𝐴653 ) − (11.21 ×  𝐴666 )    (6.8) 

𝐶𝑎𝑟𝑜𝑡é𝑛𝑜𝑖𝑑𝑒𝑠𝑇 (𝐶𝑎𝑟𝑇𝑒𝑛
𝑚𝑔

𝑔
𝑑𝑒𝑀𝑆) =

(1000 × 𝐴470 )−(2.86× 𝐶ℎ𝑙𝑎)− (129.2× 𝐶ℎ𝑙𝑏)

221
(6.9) 

6.2.3.8. Détermination de la teneur en protéines 

La détermination de la matière azotée est effectuée selon la méthode de Kjeldahl (AOAC, 

1997 ; ISO TS-17837, 2008). Les échantillons ont été pesés, puis introduits dans des matras 

(tubes de minéralisation) en présence d'acide sulfurique 0,1N (H2SO4), et minéralisés à 

420°Celsius pendant 3 h. Le sulfate d'ammonium (NH4)2SO4 est le produit essentiel de la 

minéralisation. 

Après cela, une distillation a été réalisée avec une base forte (NaOH) ajoutée en volume égal à 

celui du minéralisat. Au cours de la distillation, l'hydroxyde d'ammonium formé (NH4OH) a 

été entraîné par la vapeur d'eau et récupéré dans un bécher de titrage contenant une solution 

d'acide borique. Le borate d'ammonium formé ((NH4)3BO3) fait augmenter le pH de la 

solution.  

La solution est par la suite titrée par de l'acide sulfurique 0,1N. Le volume d'acide sulfurique 

ajouté correspond à l'ammonium contenu dans l'échantillon de départ. Les résultats sont 

calculés selon les formules (10) et (11) : 

𝑁𝑇 % = (𝑉1 −  𝑉2) × 0.14 × 10 × 𝑁/𝑃(6.10)   



Chapitre 6: Elaboration d'une boisson fonctionnelle-Jus de fruits enrichi en chlorelle - 

119 
 

Taux de protéines (
g

100ml
) = 5.95 × NT                                           (6.11) 

Avec, V1 : volume d’H2SO4 nécessaire au titrage de l’échantillon en ml ;  

V2 : volume d’H2SO4 nécessaire au titrage du blanc en ml ;  

N : normalité de l’acide sulfurique (0,1N) ;  

P : masse de l’échantillon de jus en g  

5, 95 : facteur protéique de la chlorelle. 

6.2.3.9. Détermination de la teneur en matière grasse 

Les lipides ont été extraits selon une méthode modifiée de Xu et al. (1998) (Aouir et 

al,2017).,en utilisant un mélange de solvant de chloroforme :méthanol(2:1,v/v).Après avoir 

réchauffé l’échantillon dans un appareil Soxhlet, le solvant est ensuite évaporé sous pression à 

l’aide d’un évaporateur à vide rotatif (Rotavapor,Heidolph G1,Allemagne).Après 5 heures 

d’extraction, la procédure est répétée trois fois jusqu'à ce que la totalité des lipides 

soitextraite. Ensuite, les résidus ont été séchés et pesés. Les résultats sont exprimés selon 

l'équation suivante:  

𝐿𝑡(%)=(𝑀1–𝑀0)100/𝑃                           (6.12) 

Où; 

Lt: teneur en lipides totaux 

M0 : poids du ballon vide. 

P: prise d’essaiavantdessiccation 

M1: masse de l’échantillonaprèsévaporation 

6.2.3.10. Détermination du profil en Acides Gras 

La composition en acides gras du jus a été déterminée par chromatographie en phase gazeuse 

(CPG) décrite par la norme ISO 12966-4. Avant d'être analysés la première étape était 

d’extraire la matière grasse par l'ammoniaque et un mélange de solvants. Ensuite, la quantité 

de matière grasse a été récupérée après évaporation à sec en présence d’éther-di-éthylique.  

La deuxième étape consistait à transformer les acides gras en esters méthyliques par la 

méthode de transésterification à froid au moyen de solution méthanoïque d’hydroxyde de 
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sodium et une solution d'acide chlorhydrique. Une quantité de matière grasse obtenue a été 

mélangée à l'hexane pour extraire les triglycérides qui sont transformés en esters méthyliques 

en présence d'une solution méthanolique d'hydroxyde de sodium (2N) et une solution 

méthanolique d'acide chlorhydrique (2N). 

Les esters obtenus ont été analysés par CPG. Un volume de 0,8 μL a été injecté dans la 

colonne à une température de 250°C pour les injecteurs et le détecteur, avec utilisation de 

l'azote comme gaz vecteur. Les acides gras ont été identifiés par comparaison des temps de 

rétention avec ceux des composés standards. 

6.2.3.11. Détermination des sucres totaux 

Les sucres totaux sont déterminés par colorimétrie à 483 nm par la méthode de Dubois et al., 

(1956), après hydrolyse de l’échantillon avec de l’acide sulfurique fumant  (98%) en présence 

du phénol (50g/l). Le D-glucose est utilisé comme standard (le protocole d’analyse des sucres 

totaux est détaillé dans (Annexe 02) 

La teneur en sucres totaux est calculée selon la formule suivante 

ST% =
X∙FD∙103

106 × 100 ×
100

(100−H)
                                  (10) 

X : Concentration de sucres sur la courbe d’étalonnage en gramme. 

FD : Facteur de dilution. 

10
3 

: Facteur de conversion en gramme. 

H : Teneur en eau, exprimée en pourcentage massique de la poudre végétale 

6.2.3.12. Détermination de la valeur énergétique 

Le pouvoir calorifique totale des boissons étudiées a été déterminé en multipliant les valeurs 

totales des protéines, des lipides et des glucides par 9, 4 et 4 kcal respectivement, puis en 

additionnant les résultats obtenus. 

6.2.4. Analyses microbiologiques 

6.2.4.1. Analyses effectuées sur la poudre de Chlorelle 

Les analyses effectuées sur la poudre de chlorelle, ont été effectuées comme décrit dans le 

chapitre 1. Il s'agit de rechercher les Germes mésophiles aérobies totaux (FMAT), Flore 

fongique (FF) ainsi que les Coliformes Totaux (CT). 
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6.2.4.2. Analyses microbiologiques effectuées sur le produit fini enrichi 

Selon la reglementation algérienne, les analyses effectuées sur les jus de fruits pasteurisés, 

se résumes à la Recherche et dénombrement des levures et moisissures (voir Annexe 11). 

Les levures et moisissures sont recherchées et dénombrées dans les jus de fruits en portant 

aseptiquement 0,1 ml dans une boite de Pétri contenant de la gélose Sabouraud au 

Chloramphénicol préalablement fondue, coulée, incuber à 22°C pendant 5 jours. Pour la 

lecture et dénombrement, Les résultats exprimés sont la moyenne de trois répétitions. 

6.2.5. Etude de la stabilité de la boisson au cours de stockage 

Elle sert à décrire le comportement physicochimique et microbiologique et à confirmer la 

stabilité de la boisson dans des conditions climatiques différentes dont le facteur le plus 

important est la température. 

Des échantillons de boissons sont conservés à des températures de 4 et 50°C, respectivement 

pendant 21 et 3 jours, puis analysés pour les paramètres physicochimiques et 

microbiologiques, comme décrit plus haut. 

6.2.6. Analyse statistique 

Une analyse en composante principale (ACP) a été réalisée pour l'étude de la tendance entre 

les différentes paramètres de dégustation étudiés et voir l’homogénéité et la nature de ces 

paramètres. Ainsi qu'une analyse de classification hiérarchique ascendante (AHC) a été 

réalisée afin d’évaluer l’impact des doses de chlorelle sur le panel de dégustation et de 

déterminer ainsi une concentration optimale. 

6.2.7. Etude de la valeur marchande 

Après une évaluation sensorielle et nutritionnelle des boissons formulées, une estimation de 

leurs prix de revient a été réalisée en tenant compte des prix unitaires des  matières premières, 

ainsi que de ceux des ingrédients. 

6.3. Résultats et discussion 

6.3.1. Analyse sensorielle 

Une analyses sensorielle a été effectuée pour le choix de la formule de boisson la plus 

appréciée par les dégustateurs, en se basant sur six descripteurs principaux: le goût, l’odeur, la 

couleur, la consistance, l’acidité et la qualité d’ensemble (Voir fiche de dégustation en 

Annexe 10). Les différentes formules ont été codées de 1à 6 (les boissons 1 et 4 sont les 
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controle pour chaque type de boisson) et les dégustateurs ont attribuées a chaque boisson les 

appréciations suivantes: Très bon (TB), bon (B), moyen (M) et mauvais (MV) 

Les figures 6.1,6.2,6.3,6.4,6.5 et 6.6 montrent les appréciations des dégustateurs pour les 

différentes formules de boisson en %. D'après ces dernières, plusieurs remarques sont 

ressorties: 

 Pour le caractère gout, les dégustateurs ont mis la boisson 1 en préférence à 60%. Ensuite, le 

caractère odeur de la boisson 5 a été le plus appréciée avec un pourcentage de 80%.  Quant au 

caractère couleur, l'orientation des dégustateurs s'est faite sur la boissons 5 avec 70% des 

votes. La boisson 5 a été aussi retenue à 80% pour la consistance. Mais pour la qualité 

d'ensemble des boissons, c'est la boisson 1 qui a été la plus appréciée. 

 

Figure  6.1 : Comparaison du caractère goût des boissons formulées. 
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Figure  6.2 : Comparaison du caractère odeur des boissons formulées. 

 

Figure  6.3 : Comparaison du caractère couleur des boissons formulées. 
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Figure  6.4 : Comparaison du caractère consistance des boissons formulées. 

 

Figure  6.5 : Comparaison du caractère acidité des boissons formulées. 
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Figure  6.6 : Comparaison du caractère qualité d’ensemble des boissons formulées. 

6.3.2. Effet de l’incorporation de la chlorelle sur les paramètres physico-

chimiques des boissons. 
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formule (citron-menthe), la boisson 1 représente le controle (0g/l de chlorelle) , pour les 

boissons 4,5 et 6, elle représentent, la formule cocktail de fruits, avec comme controle la 

boisson 4. 
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Tableau   6.2Caractéristiques physico-chimiques des boissons formulées. 

 

L'extrait sec soluble correspond à la teneur en solides solubles exprimé en ° Brix, et en 

majeure partie représenté par les sucres présents. Pour les jus de fruits, ce taux naturel est 

ajusté, car il joue un role très important sur le gout du produit final. 

Selon le tableau 6.8 l'ESS a varié entre 8 et 9 ºBrix, et l'incorporation de la chlorelle dans les 

2types de boissons, n'a pas donné de différence remarquable. 

Caractéristiques Boisson   1 Boisson  

2 

Boisson  3 Boisson 4 Boisson  5 Boisson 6 

Extrait sec soluble 

( ºBrix) 

9±0,1 9±0,09 9,3±0,2 8,5±0,3 8±0,6 8±1,1 

 

Matière sèche (%) 8,59±0,3 8,92±0,0

8 

9,07±0,7 7,91±1,2 8,35±0,3 8,35±0,7 

Teneur en eau (%) 91,40±1,6 91,07±1,

42 

90,92±1 92,08±0,8 

 

91,64±0,7

8 

91,64±0,53 

pH 2,53±0,01 2,59±0,2 2,59±0,1 3,27±0,3 3,28±0,1 3,29±0,1 

Acidité titrable 

(g/l) 

12.48±0,21 12.60±0.,

13 

12.67±0,0

1 

2.94±0,2 2.88±0,1 4.09±0 

Chlorophylle a 

(mg/g) 

0,46±0,08 0,57±0,0

01 

0,55±0,05 0,04±0,00

2 

0,831±0,0

01 

1,43±0,1 

Chlorophylle b 

(mg/g) 

0,14±0,07 0,19±0.0

4 

0,32±0,01 0,07±0,00

1 

0,97±0,00

8 

1,50±0,2 

Caroténoïdes 

(mg/g) 

0,04±0,008 0,11±0.0

03 

0,23±0,05 0,80±0,01 0,96±0,05 1,08±0,04 

Sucres totaux (g/l) 9;8±1,2 10,01±8,

1 

10,32±2,3 7,93±0,1 8,22±0,5 8,48±1,8 

Protéines (g/l) 

 

0,34±0,14 1,45±0,0

2 

1,71±0,1 0,38±0,05 1,52±0,02 1,97±0,08 

Cendres (%) 0,004±0 0,01±0 

 

0,009±0 

 

0,02±0 0,02±0 0,03±0 

Densité optique 0,065±0,01 0,070±0,

003 

0,103±0,0

5 

0,187±0,0

3 

0,191±0,2 0,199±0,1 
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Ces résultats sont conformes aux normes fixées par l'Australian Fruit Juice Association 

(AFJA), pour les les valeurs de l’extrait sec soluble fixées pour le jus de citron avec un 

minimum de 7 et le jus de fraise avec un minimum de 6.3 ºBrix. Par ailleurs, une valeur 

minimale de 8°Brix corrigée en fonction de l'acidité est convenue pour les jus de lime et de 

citron (Codex alimentarius). 

Pour la matière sèche, ses valeurs augmentent avec l'incoporation des doses de 0.5 et 1.5 g/l 

de poudre de chlorelle, pour les 2types de boissons, comparé au controle avec 0g/l. 

Nos résultats corroborent àceux de Mohamed etal., (2013) qui ont observé une diminution de 

la teneur en eau et augmentation de la Matière sèche, paralèllement avec l'apport des quantités 

de Chlorella vulgaris incorporée dans un fromage. Ainsi, cette augmentation de Matière sèche 

est expliquée par la capacité de rétention d'eau de la poudre de chlorelle (Anusuya et 

Vnakatarman, 1984) 

Pour la teneur en eau des boissons formulées, elle reste élevée ≥ à 90 %, ce qui leur confère 

un pouvoir hydratant et rafraichissant. Ces jus sont composés de jus, purées ou de concentré 

de fruit additionnés d'eau.L'incorporation a montré des diminutions de la teneur en eau lors de 

l'addition de la chlorelle comparé aus boissons controles.Ceci pourrait etre expliqué par la 

teneur importante en protéines, constituants hydrophiles, ce qui mène à une forte absorption 

de l'eau, diminuant ainsi sa teneur dans le produit final (Robinson et al., 2000). 

Pour l'effet de l'enrichissement sur le pH, les valeurs ont varié entre 2,53 et 2,59 pour la 

boisson citron-menthe, et entre 3,27 et 3,29 pour le cocktail de fruit. Selon les normes de 

MSDA (Manuel suisse des denrées alimentaires) pour les jus de fruits allant de 2,8 à 4,3, nos 

résultats restent conformes pour les boissons cocktail de fruit. Une augmentation des valeurs 

du pH sont notées avec l'augmentation des doses de chlorelle ajoutées. D'après Jaurdan(2013),  

cette augmentation peut etre expliquée par l'alcalinité de la chlorelle car cette dernièresse 

développe naturellement dans les eaux douces à tendance alcalines.  

Par rapport à l'acidité titrable, elle a varié entre les formules et pour les différentes doses 

ajoutées de chlorelle. Ainsi des valeurs observées pour les jus de citron-menthe de 12.48±0.21 

g/l pour la boisson controle, et seulement 2.94±0.2g/l. Ceci peut etre expliqué par le type de 

fruit utilisé pour la préparation des jus de fruit, puis par l'ajout d'acide citrique. le citron étant 

le plus acide, il pourrait conférer aux boissons 1,2,3 plus d'acidité. Quant à l'ajout de la 

chlorelle, l'acidité s'est vue augmenté à 12.60±0.13 et 12.67±0.01 pour les boissons citron-

menthe, puis 2.88±0.1 et 4.09±0 pour les boissons cocktails.  
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Pour les pigments: Chlorophylle a,b et les caroténoides, leur valeurs dans les boissons 

témoins ont été respectivement de 0,46±0.08, 0,14±0.07, 0,04±0.008 mg/g pour la boisson 

controle citron-menthe. Ces valeurs ont augmenté avec l'augmentation des doses en ordre à 

0,57±0.001; 0,19±0.04; 0,11±0.003 pour l'incorporation de 0,5g/l de chlorelle, et 0,55±0.05, 

0,32±0.01; 0,23±0.05 pour la dose de 1,5g/l. Aussi, la même augmentation est observée pour 

la formule cocktail de fruit, ou la boisson référence montre des doses de Chlorophylle a,b et 

Caroténoides respectivement, de 0,04±0.002, 0,07±0.001 et 0,80±0.01. Ces doses ont marqué 

un accroissement pour la dose de 0.5g/l à 0,831±0.001; 0,97±0.008; 0,96±0.05 et pour la dose 

de 1.5g/l 1,433±0.1, 1,50±0.2; 1,08±0.04 respectivement pour les teneurs en Chlorophylle a,b 

et Caroténoides. Ceci peut etre expliqué par la richesse de la chlorelle en pigments comme 

montré dans les chapitres précédents, la chlorophylle (0,5% à 1% de poids sec), caroténoïdes 

(0,1% à 0,2% de poids sec (en moyenne). Par conséquent, l'ajout de la chlorelle en poudre, est 

susceptible d'améliorer le profil nutritionnel des boissons, et possiblement faire bénéficier les 

consommateurs des composés qu'elle contient. 

D’après le tableau 6.2, les teneurs en sucres totaux des boissons formulées ont varié  de 

9;8±1,2 pour la boisson citron-menthe contrôle, puis ont augmenté à 10,01±8,1 g/l et 

10,32±2,3 pour les doses ajoutées de 0.5 et 45,654- 48,81g/l par rapport au témoin (1.5 g/l), 

respectivement. 7,93±0,1 a été observée pour la boisson contrôle cocktail de fruit, cette valeur 

a augmenté à 8,22±0,5 g/l après l'ajout de 0.5g de chlorelle, puis 8,48±1,8g/l pour 1.5g de 

chlorelle incorporée. Ceci est due à la haute teneur en sucres totaux de Chlorella sp qui dans 

cette étude a été calculée à 19±1.1 % 

Les glucides dans la biomasse de Chlorella vulgaris retrouvent sous formes, d'amidon, de 

glucose, de sucres et d'autres polysaccharides (Hadj-Romdhane et al., 2013.) 

Pour les protéines, Les valeurs observées mettent en évidence une variablité des teneurs de 

protéines entre les boissons enrichies par la chlorelle et les échantillons témoins. Ces teneurs 

sont passées de 0,34±0,14 g/l pour la boisson témoin à 1,45±0,02 g/l puis 1,71±0,1 g/l pour 

les jus citron-menthe enrichis. Aussi une teneur de 0,38±0,05 g/l est observée pour la boisson 

témoin pour le cocktail de fruits, une augmentation a été notée après enrichissment à la 

poudre de chlorelle donnant 1,52±0,02 g/l et 1,97±0,08 g/l 

Nos résultats corroborent à ceux obtenus par Mohamed et al. (2013) où les teneurs de 

protéines ont augmenté après ajout de biomasse de Chlorella vulgaris. Aussi, Fradique et al. 
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(2010) ont noté une augmentation de la teneur en protéines dans les pâtes après incorporation 

de Chlorella vulgaris 

Par rapport aux cendres, l'incorporation de Chlorella dans les boissons a entraîné une 

augmentation de la teneur totale en cendres par rapport au témoin. En effet, une valeur initiale 

pour les jus de citron-menthe de 0,004±0 %qui a augmenté à 0,015±0 % puis 0,0095±0 % 

pour 0.5 et 1.5g/l, respectivement. Aussi, pour les cocktaiks de fruit, un accroissement a été 

observée de 0,0215±0 jusqu'à 0,0225±0 et 0,03±0 pour les même doses.Ces résultats sont 

similaires à ceux rapportéspar Fradique et al. (2010), notant une augmentation du pourcentage 

des cendres (1,8%) par rapport au témoin (1,2%). Ceci peut etre expliqué par la teneur en 

cendres de la chlorelle obtenue à 9,11±0.7 % et sa richesse en minéraux. En effet, elle 

contient plusieurs minéraux, tels que Ca, K, Mg et Zn. 

Pour  l'analyse statistique, l'analyse ACP (analyse en composante principale), qui a étudié la 

tendence des différents paramètres de dégustation, l'homogénéité et la nature de ces 

paramètres, a donné le cercle de corrélation détaillé en figure 6.7. 
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Figure  6.7 : Cercle de corrélation entre les paramètres de dégusation 

Le cercle de corrélation a montré une excellente représentation du gout, de la consistance, de 

la couleur et de l'odeur, donnant ainsi  une importante corrélation entre la couleur, l'odeur et la 

qualité d'ensemble. Cependant on note une indépendance entre les facteurs gout, acidité, 

odeur et qualité d'ensemble avec la consistance. 

Quant à l'analyse AHC (classification hiérarchique ascendante); représenté par la figure 6.8,  

dont le but est de classer les différentes boissons avec l'appréciation et voir quelles boissons 

présentent la meilleure appréciation par apport à tous les paramètres de dégustation. Il en est 

ressorti, que les meilleures boissons ayant eu les plus hautes appréciations sont celles du 

groupe 2 (cocktail de fruit) avec la boisson 4 (boisson standard) et la boisson 6 (enrichie avec 

2g/l de chlorelle) 
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Figure  6.8 : Classification hiérarchique ascendante 

6.3.3. Effet de la chlorelle sur la qualité microbiologique des boissons 

Les résultats des analyses microbiologiques effectuées sur les boissons enrichies, ont montré 

la conformité des boissons formulées, selon les normes fixées par l'arrété ministériel Journal 

Officiel n 39 de 2017 (Annexe 11), fixant les critères microbiologiques des denrées 

alimentaires. Ce qui correspond à rechercher et dénombrer les levures et moisissures 

correspondant aux germes demandés pour la catégories 11, pour les boissons, et plus 

précisément les jus de fruit pasteurisés. Ceci s’explique par une bonne maitrise de l’hygiène, 

respect des bonnes pratiques d'hygiene et des bonnees pratiques de fabrication et par 

l’efficacité du traitement thermique utilisé. 

6.3.4. Analyse de l'épreuve de stabilité des boissons 

6.3.4.1. Evolution des caractéristiques physico-chimiques après stockage 

Les caractéristiques physico-chimiques des boissons à 4°C et à 50°C, respectivement pendant 

21 jours et 3 jours sont représentées dans le tableau 6.4. 
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Tableau   6.3Caractéristiques physico-chimiques des boissons à 4°Cet à 50°C, respectivement pendant 21 jours et 3 jours. 

 

 

 

 

 à 4°C pendant 21 jours à 50°C pendant 3 jours 

Caractéristiques Boisson 1 Boisson 2 Boisson 4 Boisson 5 Boisson 1 Boisson 2 Boisson 4 Boisson 5 

Extrait sec soluble (%) 9±0,1 9±0,12 8±0,09 8±0,1 9±0 9±0,03 8±0 7±0,1 

Matière sèche(%) 8,04±0,05 9,17±0,1 7,78±0,02 9,07±0,7 8,33±0,3 9,72±0,8 7,87±0,1 8,79±0,8 

Teneur en eau (%) 91,95±1,1 90,82±1,0 92,21±1,2 90,92±0,1 91,66±1,1 

 

90,28±0,1 92,12±0,0 91,20±0,5 

pH 2,53±0,1 2,57±0,1 3,26±0,1 3,29±0,2 2,50±0,3 2,57±0 3,29±0,3 3,31±0,2 

Sucres totaux (g/l) 80±2.5 85,65±1.6 64,36±1.8 71,45±0,1 79,12±1,5 83,45±1,9 62,86±2,0 69,68±1,90,1 

Protéines (g/l) 0,11±0,1 

 

0,17±0,02 

 

0,23±0,08 

 

0,29±0,1 

 

0,10±0,03 0,12±0,1 0,19±0 0,23±0,06 
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Pour l’extrait sec soluble, l’analyse des boissons a révélé qu'il est resté constant durant tout le 

test de stabilité pour les boissons 1 et 2 pour les deux lots (4°C et 50°C). Cependant, on note 

une légère baisse de l'ESSepour les boissons 4 et 5. Ces résultats corroborant ceux reportés 

par Ayhan et al. (2002)et Robertson et Samaniego (1986), qui ont rapporté la stabilité des jus 

de citron stocké à 36°C et jus d'orange à 2°C et 22°C, l'ESS n'a présenté aucun changement. 

Le jus de citron et contenant un °Brix de 9,4 ne présente aucun changement significatif durant 

le stockage.  

La teneur en eau des boissons a varié d'une boisson à l'autre, pour les boissons 1 et 4, une 

augmentation de cette teneur est observée, mais pour les boissons 2 et 5, une diminution est 

raportée. Ce qui peut etre expliqué par l'absorption de l'eau par la chlorelle au cours du 

stockage. 

Pour la teneur en matière sèche, elle varie selon les types de boisson ; pour les boissons 1 et 4 

(Jus témoins non-enrichis), elle décroit ; puis elle augmente selon les doses de Chlorelle 

ajoutées (les boissons 2 et 5). 

Concernant le pH, durant le stockage, de légères variations ont été notées, mais ne dépassant 

pas 0.03. Ce qui est en accord avec Labuza et al. (1988); Souci et al. (1986) qui ont étudié 

l'effet du stockage des jus de fruits sur le pH, en ne rapportant aucune variation remarquable. 

Plusieurs auteurs ont étudié l’effet du stockage sur le pH de jus de fruits.pasteurisés ; 

n’avaient pas observé de grandes variations de pH pendant le stockage. 

Pour les sucres totaux, on remarque selon le tableau 6.11, une baisse de la teneurs en sucres, 

ceci pourrait etre dû à l’hydrolyse de ces derniers par les acides organiques (Sadler et al., 

2002; Kannane et al., 1988 ). 

Par rapport aux protéines, une baisse de la teneur en protéines est notée, par rapport à la 

boisson fraîche, expliquée possiblement par la dégradation des protéines au cours du 

stockage, ou de leur inactivité (Road, 2005). 

6.3.4.2. Evolution des caractéristiques microbiologiques après stockage 

Les analyses microbiologiques effectuées sur les boissons après stockage à différentes 

températures, sont présentésdans le tableau 6.5. Selon ce dernier, une légère présence de la 

flore fongique est notée dans toutes les boissons, mais restent selon les normes algériennes 

citées précédemment, conformes. 
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6.3.5. Valeur marchande 

Les tableaux 6.6 et 6.7représentent les prix unitaires des matières premières, et ceux des 

ingrédients, ainsi qu’une estimation du prix de revient des boissons. 

Tableau   6.4Prix unitaires des ingrédients des boissons formulées enrichies en chlorelle. 

Ingrédients Prix unitaire 

Citron 300 DA/Kg 

Menthe 200 DA/Kg 

Fraise 160 DA / Kg 

Concentré d’orange 213,591 DA / Kg 

Purée de pêche 2070,52 DA / Kg 

Poudre de chlorelle 10553,85 DA / Kg 

Sucre 100 DA / Kg 

Eau 157 DA / m
3
 

Tableau   6.5Estimation de la valeur marchande des boissons formulées. 

Paramètres 
Quantité utilisée 

/L 

Prix de revient 

(DA) 

Matières premières 

Poudre de chlorelle 1,2 g 57,12 

Jus de Citron 280 ml 9 

Menthe 6 g 0,5 

purée de fraise 85 g 27,1 

Concentré d’orange 37 g 8 

Purée de pêche 20 g 3 

Sucre (100g et 35g) 10 et 3,5 

Eau 1 L 0,1575 

Les deux boissons formulées sont plus cheres que celles retrouvées sur le marché à cause du 

prix élevée de la chlorelle ; à l’exception des boissons énergisantes qui avoisinent nos prix.  

En revanche, nos boissons présentent des qualités nutritionnelles meilleures. 

 Citron-menthe Cocktail 

Prix de revient (DA) 76,78 98,88 

Prix de vente (DA) 100 120 
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6.4. Conclusion 

Parmi les habitudes de consommations, c'est se désaltérer avec des boissons aromatisées en 

général, et les jus de fruits en particulier. Bienque ces dernières sont à base de jus, purées ou 

concentré de fruit, elles contiennent des doses élevées de sucres et de nombreux additifs 

(colorants, conservateurs, antioxydants,..), faisant d'elles, des boissons qui ne sont pas saines 

pour les consommateurs, induisant ainsi des impacts négatif sur leur santé dans le moyen et 

long terme. De ce fait, le besoin de l'industrie agro-alimentaire qui oeuvre dans la recherche et 

le développement afin d'imaginer, créer, élaborer des boissons avec une valeur nutritionnelle 

plus équilibrée, et d'incorporer des produits qui renferment des bioactifs bénéfiques pour la 

santé, ce sont les boissons fonctionnelles. 

L’objectif principal de cette étude a été d'élaborer des boissons fonctionnelles, à base jus de 

fruits enrichie par la poudre de chlorelle cultivée au laboratoire sous des conditions 

controlées. Puis d’analyser les effets decette l’incorporation sur les différents paramètres 

physico-chimiques, microbiologiques, sensorielle et nutritionnels pour l’obtention de boissons 

enrichies 

Les résultats obtenus au cours des analyses ont révélé que l’incorporation de la Chlorelle dans 

le jus de fruits à différentes doses (0.5 et 1.5 g/l), influence les paramètres physico-chimiques 

du jus . En outre, la qualité bactériologique n’a pas été affectée par l’introduction de la 

Chlorelle ; en laissant les produits conformes selon la reglementation algérienne.  

Sur la base de six formules de boissons élaborées avec des doses de Chlorelle différentes (0.5 

et 1.5 g/l), l’analyse des paramètres sensoriels du panel de dégustation ont révélé que le 

consommateur a réagi positivement à l'incorporation de la Chlorelle. 

Il ressort des résultats obtenus que l'enrichissement des boissons par l’introduction de la 

chlorelle ait été une opération encourageante qui tend à etre plus développée. 

Il serait donc souhaitable de poursuivre les recherches dans ce domaine et réaliser entre autres 

perspectives :  

 

 L’élargissement du champ de production et promouvoir l’utilisation de la 

chlorelle en Algérie par son incorporation dans d’autres produits alimentaires, 

tels que les produits céréaliers et laitiers… 
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 Encourager la création de fermes de culture utilisant d'autres micro-algues à 

haute valeur nutritionnelle dans le but de lutter contre la malnutrition dans le 

monde. 

 

 L’industrialisation de produits enrichis par la chlorelle tout en validant sa 

qualité nutritionnelle et technologique, complétée par des essais et des analyses 

plus précis (analyse des acides aminés, analyses nutritionnelles après 

cuisson...). 
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Conclusion générale 

La Chlorella sp a été signalée comme une excellente source de protéines et estl'une des 

microalgues les plus utilisées comme additifs pour améliorer les teneurs nutritionnelles des 

aliments. Ainsi, elle améliore la santé humaine, car elle est connue aussi pour être une source 

richeen lipides, fibres, vitamines essentielles et minéraux. Elle contient aussi des molécules 

bioactives ayant des activités biologiques analysée: antibactérien, antifongique, 

antioxydants.Cependant, cette microalgue possède une paroi rigide, qui freine l'accessibilité 

de ces bioactifs, ce qui rend l'utilisation de techniques de rupture cellulaire intéressante pour 

palier ce problème. 

Plusieurs objectifs ont été fixés pour cette étude, D'abord, de caractériser la chlorelle 

etconnaitre sa composition en macro et micronutriments, Ensuite, d'évaluer ses activités 

biologiques: anti-bactérienne, anti-fongique et anti-oxydante à l'aide d'extraits de différents 

solvants (eau, méthanol, éthanol, chloroforme et acétone). Ces extractions ont été performées 

selon 3types: simple macération, prétraitement aux Ultrasons, et Champs Electriques Pulsés. 

Puis, de trouver la meilleure technique d'extraction des lipides, et de leur combinaison, sur 

l'extraction des lipides de Chlorella sp, ainsi que les observations faites sur le rendement en 

lipides et le profil en acide gras obtenus pour chaque prétraitement utilisé. Enfin, d'élaborer 

une boisson fonctionnelle, à base de jus de fruit enrichi en poudre de chlorelle lyophilisée, et 

d'en évaluer l'acceptabilité auprès d'un panel de dégustateurs.  

En effet, la caractérisation générale de la chlorelle a donné les résultats suivants: 58±2.02 %  

de protéines; 19±1.1% de glucides avec la présence de glucose, fructose et saccharose,(11.8 ± 

1.06%) de lipides avec une majorité en acide palmitique (40,12±0,75%) et la présence des 

acides gras mono et polyinsaturés(31.66%.±..)Des acides gras totaux, et enfin 9,11±0.7% de 

cendres avec le sodium comme composant majoritaire (186,9±3,3 mg/g de MS), suivi par le 

Magnésium (13,21±1,85 mg/g de MS), mais aussi la présence d’autres minéraux comme ; le 

fer, l'aluminium, le cuivre, le potassium, le manganèse et le zinc. Pour les pigments, La 

chlorophylle a est présente avec une valeur de 10,65 ±1.2 mg/g de matière sèche, la 

chlorophylle b et les caroténoïdes aves 7,03±0.6 et 1,32±0.14 mg/g de matière sèche, 

respectivement. 

Le screening phytochimique a montré la présence de molécules bioactives telles que les 

tannins, carotenoides, flavonoides, alkaloides, chlorophylle, phénols, glycosides etsucres 

réducteurs. Ces dernières ont inhibé la croissance Listeria innocua, Staphylococcus aureus, et 
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E. coli à des degrés différents selon la techniques d'extraction.Candida albicans, 

Saccharomyces cerevisiae, et Aspergillus niger ont été sensibles aux extraits obtenus avec le 

chloroforme.  L'Extraction utilisant le méthanol, éthanol et acétone ont donné les meilleures 

activités. Les combinaisons CEP/éthanol and CEP/acétone ont obtenu les activités 

antioxydantes les plus intéressantes. Le Champ électrique Pulsé a représenté le meilleur pré-

traitement pour l'extraction des molécules bioactives, suivi par les ultrasons. 

De même, pour l'extraction des lipides, l'application du CEP en prétraitement et toutes les 

combinaisons avec ce dernier, a montré une amélioration significative. Les US et leur 

combinaison ont montré quant à eux des résultats non satisfaisants, en dépit de la littérature 

qui reconnait cette techniques comme efficace pour les extractions, en réduisant le temps de 

l'extraction et en augmentant les rendements des lipides à partir de graines oléagineuses et de 

microalgues. A ce jour, rares sont les études qui reportent l'effet négatif de la méthode des 

ultrasons sur l'extraction lipidique et sur la qualité des lipides extraits et/ou la stabilité des 

AGPI. 

Enfin, Les résultats obtenus au cours des analyses ont révélé que l’incorporation de la 

Chlorelle dans le jus de fruits à différentes doses (0.5 et 1.5 g/l), influence les paramètres 

physico-chimiques du jus. En outre, la qualité bactériologique n’a pas été affectée par 

l’introduction de la Chlorelle ; en laissant les produits conformes selon la reglementation 

algérienne (JORAD,,,).  Sur la base de six formules de boissons élaborées avec des doses de 

Chlorelle différentes (0.5 et 1.5 g/l), l’analyse des paramètres sensoriels du panel de 

dégustation ont révélé que le consommateur a réagi positivement à l'incorporation de la 

Chlorelle. Il ressort des résultats obtenus que l'enrichissement des boissons par l’introduction 

la chlorelle a été une opération encourageante qui tend à être plus développée. 

Toutes ces informations permettent une fois regroupées une meilleure connaissance de cette 

microalgue, pour pouvoir l'adapter et l'utiliser dans différents domaines, et sa consommation 

en l'état ou étant un ingrédient fonctionnel pour plusieurs types de produits alimentaire entre 

autre, permettrait d'améliorer son profil nutritionnel. 

La présente étude confirme que la microalgue verte Chlorella sp. est très riche en composés à 

utilisations potentielles en pharmacologie et dans le domaine des neutraceutiques. Ces 

composés incluent des inhibiteurs de microorganismes et des antioxydants. L'extraction aux 

solvants assistée aux US et au CEP est accrue comparée à une macération simple. 
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L'acétone et l'éthanol sont des solvants utiles pour l'obtention des extraits donnant des 

résultats importants dans différents tests d'activités biologiques. Cependant, l'éthanol pourrait 

être le plus approprié car possède le statut "reconnu comme sécuritaire" (GRAS: generally 

recognized as safe). 

Des approches d'extraction différentes pour l'extraction des lipides de la biomasse fraiche de 

Chlorella sp. L'application du CEP en prétraitement et la combinaison avec ce dernier, a 

montré une amélioration significative. Les US et leur combinaison ont montré quant à eux des 

résultats non satisfaisants,.Cependant,à ce jour, rares sont les études qui reportent l'effet 

négatif de la méthode des ultrasons sur l'extraction lipidique et sur la qualité des lipides 

extraits et/ou la stabilité des AGPI.  

Enfin, l'amélioration de l'extraction des lipides doivent être suivie par l'application de solvants 

verts et renouvelables, durables et non-toxiques. Généralement reconnus comme SAFE 

(GRAS), pour remplacer les solvants toxiques comme le méthanol et le chloroforme. 

. 

Toutefois, Il serait souhaitable de poursuivre les recherches dans ce domaine et relever entre 

autres quelques défis spécifiques à l'étude:  

 Etudier la composition des protéines en acides aminés, 

 Identifier les familles composés et le type de molécule, qui sont directement 

responsables des activités antimicrobiennes, antifongiques et antioxydantes. 

 Tester d'autres méthodes d'extraction plus économiques 

 Optimiser les techniques d'extraction 

Et plus généralement:  

 Sensibiliser le grand public pour l'intérêt des algues (macro et microalgues) 

 Encourager la création de fermes de culture des micro-algues pour leur haute valeur 

nutritionnelle, 

 Promouvoir la production et la vente de la chlorelle en Algérie  

 Incorporer la chlorelle dans plusieurs autres types de produits alimentaires, tels que les 

produits céréaliers et laitiers. 
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Annexe 01: Conditionsopératoiresdel’analyseduprofilenAcides 

GrasparChromatographie en Phase Gazeuse (Aouir, 2017) 

   

   

 ConditionsOpératoires 
 

pourlesesters méthyliques 

 

Chromatographe ChrompackCP9002 

Détecteur FID(250 °C) 

Injecteur SPLIT1/100 (250C°) 

Gazvecteur Azote01ml/mn 

Colonne Capillaire DB23(50% Cyanopropyl ) 

Longueur 30 m 

Diamètreintérieur 0,32mm*0.25 UM 

Epaisseur 0,25 µmdu film 

Températures  

Injecteur 250°C 

Détecteur 250°C 

 

Four 
200 C° 

Quantitéinjectée 01Ul 

Vitessedupapier(Intégrateur) 0.5cm/ mn 

   

 

 

 

 

 



 

  

 

Annexe 02 : Dosage des sucres totaux dans les 

micro-algues (Takache H, 2010 ; Dubois et al., 1956). 

Principe 

Les glucides en milieu acide sulfurique et à chaud sont déshydratés en dérivés du furfural 

quise combine facilement avec le phénol et donnent une coloration rose-saumon (le 

glucosefournit de l’hydroxyfurfural).L’absorbance est lue à la longueur d’onde de 483 nm. 

Lacoloration est permanente. Cette méthode est très sensible puisqu’elle permet de détecter 

desquantités de glucides pouvant atteindre 1 μl 

I- Appareils utilisés : 

Centrifugeuse (MIKRO 22 R®) 

Vortex (CYAN CL001) 

Bain marie 

Spectrophotomètre (JENWAY Genova Plus, UK) 

II- Matériels utilisés : 

Tube Centri 15 ml autoclavable en PP (19 tubes). 

Tube Centri 15 ml autoclavable en PP (2 tubes). 

Portoir pour tube 15 ml 

Pipette Pasteur en verre avec tétine en caoutchouc. 

μpipette (100-1000μl) et pointes 

μpipette (1-10) ml et pointes 

Chronomètre 

Cuve jetable en PS 

III- Réactifs : 

Acide sulfurique concentré 98% 

Solution phénol 50 g/l Glucose 

Le volume de la suspension μalgale à prendre dépend de la biomasse: 

 

 

 



 

  

 

 

1. Fixer la température du bain marie à 35 °C. 

2. Préparer dans une fiole jaugée une solution mère de glucose à 0.1g/L. puis des 

solutionsfilles pour la courbe d’étalonnage avec les concentrations suivantes : 0,02 ; 0,04 ; 

0,06 ; 0,08 

et 0,1 g/L. 

3. Prélever le volume V de la suspension μalgale, le mettre dans un tube Centri 15 ml, 

etcompléter avec de l’eau osmosée (3 ‰ NaCl) pour avoir un volume final de 10 ml. 

4. Centrifuger pendant 5 minutes à 6000 rpm (utiliser la centrifugeuse Mikro 22 R® avec 

lerotor 1016). 

5. Eliminer complètement le surnageant à l’aide d’une pipette Pasteur en verre munie d’une 

tétine. 

6. Introduire 10 mL de l’eau osmosée (3 ‰ NaCl), dans le culot restant afin de laver 

labiomasse. Biomasse CX en g/L Volume de culture de μalgues ml CX < 0.5 10 0.5 < CX < 1 

5 1 < CX< 2 2.5 2 < CX < 3 1.5 

7. Mélanger le culot et l’eau à l’aide d’un un vortex à 3000 rpm (quelques secondes). 

8. Centrifuger de nouveau 5 minutes à 6000 rpm. 

9. Éliminer complètement le surnageant à l’aide d’une pipette Pasteur en verre munie 

d’unetétine. 

10. Introduire de nouveau un volume 10 ml d’eau osmosée afin de resuspendre le culot 

lavé.L’échantillon ainsi est prêt pour le dosage des sucres totaux. 

11. Placer sur le portoir 19 tubes (3 pour l’échantillon et 16 pour la série d’étalonnage) 

etnuméroterles de 1 à 19. 

12. Ajouter 0.5 ml de la suspension précédemment préparée dessus dans chacun des 3 tubesde 

l’échantillon E1, E2 et E3 puis ajouter 0.5 ml de chacune des solutions de la sérieBimasse Cx 

en g/l Volume de culture de μ algue ml d’étalonnage préparée dans chacun des 3 tubes de 

chaque concentration de la série d’étalonnage. 

13. Ajouter 0.5 ml du phénol (50g/L) dans chacun des 19 tubes. 

14. Ajouter 2.5 ml de H2SO4 98% (doucement sans en déposer sur les parois) dans lepremier 

tube numéroté 1, et chronométrer 10 minutes exactes, puis vortexer à 3000 rpm 

pendant 10 secondes exactes. (pour gagner de temps, attendre 30 secondes entre chaque deux 

tubes, et tous les tubes seront traités de la même façon que le premier tube). 



 

  

 

15. Mettre les tubes au bain marie chauffer au préalable à 35°C pendant 30 minutes, et 

lacoloration jaunâtre ainsi obtenu est stable pour quelques heures. 

16. Utiliser le spectrophotomètre avec des cuves jetables en PS. 

17. La DO des échantillons et ainsi que de la série d’étalonnage est lue à 483 nm. 

18. Faire une ligne de base (calibrage) avec le blanc de la série d’étalonnage préparée. 

19. Organiser les résultats dans un tableau comme suit : 

 

20. Tracer la courbe représentant la concentration en g/L en fonction de ma DO ; qui doit 

êtrelinéaire sous la forme y=a.x qui passe par l’origine, et la concentration des ST est 

donnéealors par : [S.T]= a ×DO 

21. Calculer la concentration des S.T dans l’échantillon d’après la valeur moyenne des DO 

del’échantillon et en utilisant l’équation de la droite déjà calculée. 

22. Calculer les incertitudes absolues. 

23. Calculer le pourcentage des sucres totaux en % matière sèche 

 

Figure a.1: Courbe d'étalonnage du glucose  
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Annexe 03: Conditionsopératoiresdel’analysedes sucres par HPLC  

Les sucres ont été déterminés par HPLC Agilent de la série 1100 couplée à un détecteur de 

barettes de diodes UV-vis G1315A et un détecteur d'indice de réfraction G-1362 ; réglé à (λ = 

DAD a 192nm-294nm et RID). Le module de séparation était équipé d'une colonne Zorbax 

NH2 (150 X 4.6mm X 5µm)et d'une précolonneNH2 (10 X 4,6 mm). La phase mobile 

étaitEau/ACN :75/25 à 1.4 ml/min), et la colonne le four a été réglé à 30 ° C. Les injections 

sont effectuées de manière automatique (passeur d’échantillons) avec une seringue de 100 μl. 

Le volume d’injection est de 10 μl. Afin d’évaluer la concentration en monosaccharides 

(glucose, fructose et saccharose).  

 

Annexe 04: Conditionsopératoiresdel’analysedes acides organiques par HPLC  

Les acides organiques ont été déterminés par HPLC Agilent de la série 1100 couplée 

couplée à un détecteur de barettes de diodes UV-vis G1315A ; réglé à (λ = 210 nm). Le 

module de séparation était équipé d'une colonne Acclaim OA (5µm X 4 X 250mm) de 

DIONEX à T=30°C La phase mobile était 100mM Na2SO4, pH 2.65 avec MSA à 0.6ml/min. 

Les injections sont effectuées de manière automatique (passeur d’échantillons) avec une 

seringue de 100 μl. Le volume d’injection est de 10 μl. Afin d’évaluer la concentration en 

acides organiques sélectionnés (acides fumarique, oxalique et tartrique). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

  

 

Annexe 05:  Préparation des gammes d’étalonnages 

A. Phosphore  

Principe  

En solution acide, en présence d‘ions V
5+

 et Mo
6+

, l’acide phosphorique donne un 

complexe phospho-vanado-molybdiquejaune, dont la densité optique est mesurée 

spectrophotométriquement à 430 nm. 

Réactifs 

Réactif nitro-vanado-molybdique préparé en mélangeant : 

 a) 100 ml de molybdate d’ammonium à 5 %,  

b) 100 ml de vanadate d’ammonium à 2,5 %: dissoudre 2 g de vanadate 

d‘ammonium dans 500 ml d’eau chaude, ajouter 20 ml N03H (d = 1,33). Après 

refroidissement, amener à 1L.  

c) 67 ml de N03H (d = 1. ,33). 

d) eau, quantité suffisante pour faire 500 ml.  

Mode opératoire 

- Introduire une prise d’essai de 5 à 10 ml suivant la concentration présumée en 

phosphore de la solution de cendres dans un ballon jaugé de 25 ml.  

-Ajouter 5 ml de réactif nitro-vanado-molybdique.  

- Compléter le volume avec de l’eau déminéralisée. 

 -Attendre 1 heure avant de passer au spectrophotomètre.  

- Mesurer la densité optique 430 nm La coloration reste stable pendant plusieurs 

heures. 

Etalonnage  

Solution étalon de phosphore à 1 mg P/ml:  



 

  

 

- Peser 0,439 g de phosphate mono-potassique pur pour analyses (P04H2K) et le 

dissoudre dans 100 ml d’eau. 

- Solution à 50 µg P/ml ; diluer 20 fois la solution précédente.  

Préparer à partir de la solution étalon des solutions contenant respectivement (0,5, 

10, 20, 30, 40,50 µgP/ml) et y ajouter 5 ml de réactif nitro-vanado-molybdique de 

chacune de ces solutions. 

Déterminer graphiquement la concentration en phosphate dans les échantillons 

prélevés(Pinta Maurice,1968). 

B. Potassium 

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 1, 5, et 10 ppm)sont 

préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de potassium ; 

- Longueur d’onde : 766.5 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

C. Sodium  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 1, 5, et 10 ppm) sont 

préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de sodium ; 

- Longueur d’onde : 330.2 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

D. Fer  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 1, 5, et 10 ppm) sont 

préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 



 

  

 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de fer ; 

- Longueur d’onde : 302.1 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

E. Zinc  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 0.1, 1, et 2 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de zinc ; 

- Longueur d’onde : 213.9 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

F. Calcium  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 5, 10, et 50 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de calcium ; 

- Longueur d’onde : 422.7 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

G. Magnésium  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 0.5, 1, et 2 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de magnésium ; 

- Longueur d’onde : 285.2 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 



 

  

 

H. Manganèse  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 0.1, 1, et 2 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de manganèse ; 

- Longueur d’onde : 279.8 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

I. Cuivre  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 0.1, 2, et 2 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse de cuivre ; 

- Longueur d’onde : 324.8 nm ; 

- Flamme air / acétylène. 

J. Aluminium  

La gamme d'étalonnage se fait à partir des solutions standard (0, 10, 50, et 100 ppm) 

sont préparées par dilution à partir d’une solution mère 1000mg/l. 

 Conditions spectrales 

- Lampe à cathode creuse d’aluminium ; 

- Longueur d’onde : 309.2 nm ; Flamme protoxyde d’azote / acétylène 

 

 

 

 



 

  

 

Annexe 06: Préparation des réactifs pour le screening des alcaloïdes 

Les réactifs de Mayer et de Wagner sont préparés comme décrit en annexe 06. 

- Réactif de Mayer : Dissoudre 1.358 g d’HgCl2 dans 60ml d’eau distillée puis 5g de 

KI dans 10ml d’eau distillée. Mélanger les deux solutions et ajuster le volume total à 

100 ml. 

 

- Réactif de Wagner : Dans 75 ml d’eau distillée, dissoudre 2g de KI et 1.27g de I2. Le 

volume obtenu est ajusté à 100ml avec l’eau distillée. 

 

Annexe 07: Dosage des polyphénols 

Courbe étalon acide gallique 
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Annexe 08: Dosage des flavonoides 

Courbe étalon catéchine 
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Annexe 09 : Chromatogrammes des acides gras analysés par CPG 

-ST- 

 

-US- 

 



 

  

 

-CD- 

 

-CD/US- 

 



 

  

 

-CEP- 

 

-CEP/CD- 

 

 



 

  

 

-CEP/US/CD- 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

  

 

Annexe 10: Graphiques regroupant les profils en acides gras  

 

Variation des profils en acides gras selon les prétraitements et leur combinaison (%) 
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Annexe 10: Fiche de Dégustation 

Date : 

Comment trouvez-vous ce produit ? 

Code de produit : 

Goût : 

Très bon Bon Moyen Mauvais 

    

 

Odeur : 

Très bon Bon Moyen Mauvais 

    

 

Couleur 

Très bon Bon Moyen Mauvais 

    

Consistance 

Très bon Bon Moyen Mauvais 

    

Acidité 

Trop Ce qu’il faut Pas  suffisamment 

   

Qualité d’ensemble 

Harmonieux Equilibré Peu équilibré Déséquilibré 

    

Fiche de dégustation 

 

Boissons enrichies en chlorelle 

Que pensez-vous de cette boisson ? 



 

  

 

Annexe 11: Critères microbiologiques pour les boissons 

 

 

 

 



 

  

 

Annexe 13 : Analyse statistiques (Chapitre 6) 

 

I. ANALYSE ACP 

(Etude de la tendance entre les différentes paramètres de dégustation étudiés 

et voir l’homogénéité et la nature de ces paramètres) 

 

 

1. Matrice de corrélation  

 

Matrice gout Odeur couleur consistance acidité QE 

gout 1.00 0.79*** 0.67** 0.30 -0.51* 0.77** 

Odeur  1.00 0.81*** 0.001799 -0.38 0.83*** 

couleur   1.00 -0.072** -0.50* 0.82*** 

consistance    1.00 -0.10 -0.003 

acidité     1.00 -0.55* 

QE           1.00 

 

2. Table de valeurs propres 

 

Axes Eigenvalue % Total Cumulative Cumulative 

    variance Eigenvalue % 

1 3.698322 61.63870 3.698322 61.6387 

2 1.115842 18.59737 4.814164 80.2361 

3 0.679263 11.32104 5.493427 91.5571 

4 0.231824 3.86373 5.725250 95.4208 

5 0.150286 2.50477 5.875536 97.9256 

6 0.124464 2.07439 6.000000 100.0000 
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Abstract 

Description of the subject: Ultrasound (US) and pulsed electric field (PEF) treatments are widely used to disrupt 

living cells to enhance the extraction of bioactive compounds  

Objective : The aim of the present work was to compare them for processing fresh water green alga Chlorella 

spp. native to Lake El-Golea in southern Algeria and grown under controlled conditions in the laboratory  

Methods : Intracellular contents soluble in acetone, chloroform, ethanol, methanol, and distilled water were 

extracted in conjunction with US or PEF or just soaking in the solvent. The extracts were screened for 

phytochemical content and tested for antimicrobial and antioxidant activities.  

Results : They were found to contain bioactive molecules such as tannins, carotenoids, flavonoids, alkaloids, 

chlorophylls, phenols, glycosides and reducing sugars. They inhibited the growth of Listeria innocua 

,Staphylococcus aureus, and E. coli to varying degrees depending on the extraction process. Candida albicans, 

Saccharomyces cerevisiae, and Aspergillus niger were all sensitive to the extract obtained using chloroform.  
Conclusion : Extraction with ethanol or acetone gave the best biological activity results overall. PEF/ethanol and 

PEF/acetone extracts had the greatest antioxidant power. Pulsed electric field was the best enhancer of extraction 

of the biologically active substances, followed by ultrasound.  
Keywords : Chlorella spp; ultrasound; pulsed electric field; bioactive compounds; biological activity. 

 

ÉVALUATION DES ACTIVITÉS BIOLOGIQUES DES EXTRAITS DE CHLORELLA 

SPP OBTENUS PAR EXTRACTION ASSISTÉE AUX ULTRASONS ET CHAMPS 

ÉLECTRIQUE PULSÉ  
Résumé  

Description du sujet : Les Ultrasons (US) et le Champ Electric Pulsé (CEP) sont des techniques très utilisées 

pour fragiliser les membranes des cellules vivantes pour favoriser l'extraction des composés bioactifs.  

Objectifs : L'objectif de ce présent travail a été de comparer ces techniques sur une microalgue d'eau douce 

Chlorella spp isolée dans le Sud Algérien au Lac El-Goléa et cultivée sous des conditions contrôlées.  

Méthodes : Le contenu intracellulaire soluble dans l'acétone, chloroforme, éthanol, méthanol et l'eau distillée, est 

obtenu par Ultrasons, Champ Electric Pulsé ou par une simple macération dans les solvants. Les extraits ont été 

analysés pour leur contenu phytochimiques, leurs activités antimicrobiennes et antioxydantes. 

Résultats : Le screening phytochimique a montré la présence de molécules bioactives telles que : tannins, 

carotenoides, flavonoides, alkaloides, chlorophylle, phénols, glycosides and sucres réducteurs. Ces dernières ont 

inhibé la croissance Listeria innocua, Staphylococcus aureus, et E. coli à des degrés différents selon la techniques 

d'extraction. Aussi, Candida albicans, Saccharomyces cerevisiae, et Aspergillus niger ont été sensibles aux extraits 

obtenus avec le chloroforme. 

Conclusion : L'Extraction utilisant le méthanol, éthanol et acétone ont donné les meilleures activités. Les 

combinaisons CEP/éthanol and CEP/acétone ont obtenu les activités antioxydantes les plus intéressantes. Le 

Champ électrique Pulsé a représenté le meilleur pré-traitement pour l'extraction des molécules bioactives, suivi 

par les ultrasons. 

Mots clés: Chlorella spp; ultrasound; pulsed electric field; bioactive compounds; biological activity. 

 

*Auteur correspondant: ATTAL Fella-Sara, E-mail: attal.fs@univ-blida.dz 
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INTRODUCTION 
 

Increasing consumer demand for natural food 

additives and preservatives is driving the search 

for suitable compounds in the lithosphere (soil 

and plants) and in the hydrosphere, particularly 

in fishes and algae. Algae and microalgae found 

in freshwater and seawater contain numerous 

bioactive compounds, including proteins, 

enzymes, free amino acids, lipids, 

carbohydrates, vitamins, minerals, phenolics, 

flavonoids and pigments with various biological 

activities [1-3]. Some algae are being proposed 

as functional foods or nutraceutical products [4, 

5]. In addition to the widely reported 

macronutrient value of algae [6, 7, 8], antibiotic, 

antifungal, antiviral, antioxidant, anti-

inflammatory and antitumor activities 

associated with the phenolic and flavonoid 

portions are also being alleged [9-11]. 

Chlorella is a green alga consisting of spherical, 

non-flagellated single cells 2–8 µm in diameter 

[12]. It occurs as individual cells, colonies, or 

extended filaments in freshwater and is viewed 

as an excellent source of bioactive compounds 

[13-16]. These have been extracted using 

conventional methods (e.g., Soxhlet and 

maceration) but so far not in satisfactory 

quantity or quality [17]. Two alternative 

technologies proposed to facilitate the 

extraction of nutraceutical compounds from 

Chlorella are ultrasound [18-20] and pulsed 

electric field [21-23]. These methods work 

primarily by weakening the rigid cell wall. 

Pretreatment of microalgal biomass possessing 

rigid cell wall like chlorella, is a critical step for 

enhancing the efficiency of microalgal 

extraction. Majority of the microalgae 

components are present either in the cytoplasm 

or inside the organelles. Due to the rigid cell 

walls of the microalgae protecting the 

organelles, intracellular molecules are hard to 

be released [24]. Because of that thick and 

strong cell walls, which acts as a barrier for 

compound extraction, restricting the entry of 

organic solvents into the cell and limiting 

extraction of intracellular compounds [25, 26] 

extraction of the target compound(s) is greatly 

improved if the cells are disrupted [27, 28]. 

Sonication is one of the most widely employed. 

Ultrasound is the energy generated by sound 

waves at frequencies above 16 kHz [24]. It 

disrupts cell membranes through cavitation 

effects, generating pressure, shear, and 

localized temperature gradients [19, 25-

28].Sonication's ultrasonic waves form, inside 

cells, cavitation bubbles that subsequently 

collapse, generating shock waves that rupture 

cell walls then contents are released [29, 30, 19, 

25, 31]. Plaza et al. [19], found similar 

functional and antimicrobial activities of the 

extracts obtained from microalgae after UAE in 

comparison with pressurized liquid extraction. 

Kong et al. [32], compared the effects of UAE 

(200 W/78.7 min/61.4 _C) and conventional 

heat extraction on chlorophyll recovery from C. 

vulgaris. They observed a significant yield 

increase (59 %) when they used UAE. On the 

other hand, Kwang et al. [33], reported a higher 

yield of chlorophyll a and b compared to 

maceration and soxhlet extraction, but lower 

compared to pressurized liquid extraction. In 

addition, Macı´as-Sa´nchez et al. [34] and 

Pasquet et al. [35], observed an increased 

extraction of chlorophylls a and b from 

Dunaliella salina, Dunaliella tertiolecta, and 

Cylindrotheca closterium when they applied 

UAE in comparison with conventional 

treatments and other nonconventional 

treatments such as supercritical fluid extraction 

and microwave-assisted extraction. 

PEF is largely used technology that induce cell 

membranes permeabilization by 

"electroporation" phenomenon [29, 32]. Pulsed 

electric field treatment involves applying short 

pulses of current at electric field strength 

varying from 20 to 80 kV/cm. At the critical 

intensity, electroporation occurs, and increasing 

the number of pulses can disrupt the cell 

envelopes with minimal heating [29-32]. The 

electric field applied create pore formation and 

loss of cell membrane, that can be reversible or 

irreversible depending on the intensity of to the 

cells, semi-permeability [36, 23]. Several 

authors have studied the effect of PEF to extract 

different valuable compounds from microalgae. 

In a study conducted by Foltz [37], it was 

concluded that PEF treatment can be a useful 

technology to extract lipids from microalgae 

species (Chlorella vulgaris, Chlamydomonas 

reinhardtii and Dunaliella salina). Zbinden et 

al. [38], evaluated the use of PEF as a pre-

treatment for lipid recovery from 

Ankistrodesmus falcatus. They observed a 

decrease in extraction time and an increase of 

130 % in lipid extraction when PEF was used 

compared to control sample. They attributed 

this phenomenon to cell disruption that occurs 

when the algae are exposed to the PEF 

pretreatment. 
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Coustets et al. [21], also observed an increase in 

the extraction of total cytoplasmic proteins from 

microalgae (Nannochloropsis salina and C. 

vulgaris) when they applied PEF treatment. 

They observed that PEF induced the formation 

of pores in cell membrane thus favoring the 

cytoplasmic content compared to control 

sample. This fact was confirmed by the authors 

by means of microscopic observation. They 

observed a loss of contrast after pulsed delivery. 

The objective of this study was to compare the 

effectiveness of ultrasound and pulsed electric 

field on the extraction of bioactive compounds 

from Chlorella and to assess the antibacterial, 

antifungal, and antioxidant properties of the 

resulting phytochemical extracts, trying to 

reduce the time of extraction, and decrease the 

yield. In another hand, add some informations 

of the algal specie, so it can be used as a 

neutraceutical. 
 

MATERIEL AND METHODS 
 

1. Algal strain 

Chlorella (species undetermined) native to 

Lake El-Golea, Menea, Algeria, was used 

throughout this study. It was freshly 

obtained from the CNRDPA, Bousmail, 

Tipaza, Algeria. It was grown in the 

laboratory under the conditions described 

below. The alga was grown in Bold Basal 

Medium [48] under cool-white fluorescent 

tubes at 4,500 Lux (60.75μmol m-2 s-1) 

with a light/dark cycle regime of 8/16. 

Agitation and aeration were maintained by 

bubbling air using an aquarium pump. The 

pH and salinity were measured using a pH 

meter (WTW, 315i/SET, Germany) and a 

conductivity meter (WTW, 197i, 

Germany). Cell morphology, culture 

purity, and biomass concentration were 

observed daily using a Malassez cell with 

an optical microscope (OPTIKA DC7 5V, 

France) at magnifications of 10X and 

40X. At the end of the exponential growth 

phase (3 weeks), algal cells were 

harvested by centrifugation at 4,500 rpm 

for 15 min using a SIGMA 2-15 

centrifuge (Germany), washed twice with 

distilled water and then treated directly. 

The growth conditions are presented in 

Table 1. All the chemicals used for the 

medium were of analytical grade obtained 

from the Biochem Chemopharma 

(France). 
 

Table 1: Chlorella growth conditions 
 

Tempe

rature 

(°C) 

Humi

dity 

(%) 

Lumin

osity 

(Klx) 

pH 

Conducti

vity 

(mS/cm) 

27.54 ± 

0.87 

8.43 ± 

1.77 

3.9812

5 ± 

0.42 

8.80

6 ± 

0.58 

0.932 ± 

0.23 

 

2. Preparation of algal extracts 

About 1g of fresh algal biomass was suspended 

in 10 mL of solvent (chloroform, acetone, 

ethanol, methanol, or distilled water) and 

adjusted to a concentration of 0.1% (w/v). 

These suspensions were then subjected to one 

of the treatments described below. All the 

chemicals used to prepare the extracts and for 

analysis were of analytical grade obtained from 

the Biochem Chemopharma (France). 
 

2.1. Soaking  

The biomass suspension kept in vials was 

allowed to stand for 18 h, and then 

homogenized and centrifuged at 4,500 rpm for 

15 min. The supernatant (primary extract) was 

kept at 4C in the dark until analysis. The pellet 

was resuspended in solvent and centrifuged. 

This was repeated until the pellet became 

colorless (in the case of water, the pellet 

remained green). These supernatants were 

pooled, concentrated in a Rotavapor R-210 

(BüchiLabortechnik AG, Flawil, Switzerland), 

cooled, and analyzed. 
 

2.2. Ultrasound-assisted extraction 

A Wiseclean WUC-D06H sonicator was used. 

It comprises a simple bath with dimensions of 

29 cm x 15 cm x 15.6 cm, capable of operating 

at a maximal frequency of 40 kHz. After several 

preliminary trials at 10 to 40 kHz for 5 to 30 

min, 40 kHz for 20 min was chosen according 

to data obtained, (data not shown), 20minutes 

was the optimum extraction time for the 

pretreatment giving the maximum yields, after 

20minutes, the yields decreased.. Fresh 

Chlorella suspended in solvent at 0.1% w/v was 

sonicated in volumes of 10 mL   immerse in the 

water bath, the extraction was then carried out 

as described above, under controlled 

temperature (30°C) as a maximum reaching 

temperature. 
 

2.3. Pulsed-electric-field-assisted extraction 

Electrical conductivity is a crucial parameter to 

consider when using this technology, since it 

determines the extent of electro-

permeabilization and electrofusion of cells. 
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If the conductivity is too high, the peak electric 

field generated will be low because of the 

greater electrical current [49]. All Chlorella 

samples were therefore standardized using the 

same procedure [50] in which 10 g of fresh 

biomass was washed twice with distilled water, 

suspended in 1,000 mL of sodium phosphate 

buffer (0. 025M, pH 5.8) to obtain an initial 

conductivity of 1.877 mS/cm. 

The pulsed electric field treatment was carried 

out in a system that delivers exponentially 

decaying pulses. A variable autotransformer 

was used to supply power to a high-voltage 

transformer, the output voltage of which is 

rectified by a diode and used to charge a 20 nF 

capacitor. A gas spark switch was used to 

discharge the energy stored in the capacitor to 

the treatment chamber.  

Chlorella in buffer was treated continuously in 

a 0.05 mL cofield treatment chamber at a flow 

rate of 0.4 mL/s. The gap between the electrodes 

was 0.1 cm and the electric field strength was 

42.2±2.5kV/cm. The total pulse number n was 

calculated using equation 1.  𝒏 = (𝒇 ∙ 𝑽)/𝑸 (1) 

where Q, f, and V are, respectively, the flow rate 

(mL/s), pulse frequency (Hz), and treatment 

chamber volume (mL). The pulse frequency 

was maintained at about 400± Hz and a constant 

pulse duration () of 28.3 s was verified along 

with the wave form using a digital storage 

oscilloscope (SIGLENT, SDS 1102 CHL, 

China). The total treatment time (t) was 1,220 

seconds, calculated using Equation 2. 𝒕 = 𝒏 ·   
(2) 

A Tektronix P60151000:1 high-voltage probe 

(Beaverton, OR, USA) and a current monitor 

(model 410, PEARSON Electronics Inc., 

PaloAlto, CA, USA) were used. The energy per 

pulse (Wpulse) [kJ] and the total specific energy 

input (Wspec) [KJ/kg]  were calculated using the 

following equation (3) and (4): 

𝑾𝒑𝒖𝒍𝒔𝒆  =  
𝟏

𝟐
×  𝑽𝟐 × 𝑪  (3) , 

 𝑾𝒔𝒑𝒆𝒄   =
𝒇

𝒎̇
× 𝑾𝒑𝒖𝒍𝒔𝒆 (4). Where: 𝑽𝟐: 

Voltage (V) ; 𝑪: Capacitance (F), 𝒇: Frequency 

(s-1), 𝑚̇: Mass flow rate (kg.s-1). The total 

energy input was 11.43 kJ/Kg. 

The experiments were performed in triplicate . 

All samples were centrifuged after pretreatment 

and washed twice with distilled water to 

eliminate buffer for solvent extraction as 

described above. 
 

3. Phytochemical screening 

The extracts were tested qualitatively to identify 

phytochemical constituents such as tannins, 

terpenes, carotenoids, steroids, saponins, 

flavonoids, alkaloids, glycosides and reducing 

sugars, according to standard procedures 

described elsewhere [51]. 
 

4. Determination of total phenols 

The total phenolic content was determined 

previously [52]. An aliquot (50 μL) of each 

extract or standard solution was mixed with 1 

mL of H2O and 500 μL of Folin– Ciocalteu’s 

phenol reagent. After that, 2.5 mL of 20% 

Na2CO3solutionwere added to the mixture, 

which was incubated at ambient temperature in 

the dark for 2 hours. The absorbance against a 

blank was measured at 735 nm ((JENWAY 

Genova Plus, UK). Gallic acid was used to 

prepare a standard curve (0.05–0.3 mg/mL) 

using equation 5: 𝐲 =  𝟎. 𝟎𝟎𝟖𝐱 +  𝟎. 𝟎𝟖𝟒 (5), 

R2= 0.957. The values were expressed as mg of 

gallic acid equivalents per g of dry extract. 
 

5. Determination of total flavonoids 

Total flavonoid content was determined as 

described previously [53]. An aliquot (250 μL) 

of each extract or standard solution was mixed 

with 1.25 mL of H2O and 75 μL of 5% NaNO2 

solution. After 6 min, 150 μL of 10% AlCl3H2O 

solution were added. 5 min later, 0.5 mL of 1 M 

NaOH solution was added and then the total 

volume was made up to 2.5 mL with H2O. 

Following the thorough mixing of the solution, 

the absorbance against a blank was determined 

at 510 nm.Catechin(+) was used to plot the 

standard curve (0.05–0.5 mg/mL) using 

equation 6: 𝐲 =  𝟎. 𝟎𝟎𝟏𝐱 +  𝟎. 𝟎𝟑 (6), R2 = 

0.977). The values were expressed as mg of 

catechin equivalents per g of dry extract. 
 

6. Determination of chlorophyll a and b and of 

total carotenoid contents 

The absorbance of each extract at 470 nm, 653 

nm, and 666 nm against the corresponding pure 

solvent (in a JENWAY (UK) Genova Plus 

spectrophotometer) was used to calculate the 

concentrations of respectively chlorophyll a and 

b and total carotenoids using equations 7,8 and 

9 [54].  

𝑪𝒉𝒍𝒂 = 𝟏𝟓. 𝟔𝟓 × (𝑨𝟔𝟔𝟔) −  𝟕. 𝟑𝟒( 𝑨𝟔𝟓𝟑) (7) 

𝑪𝒉𝒍𝒃 = 𝟐𝟕. 𝟎𝟓 × (𝑨𝟔𝟓𝟑) −  𝟏𝟏. 𝟐𝟏(𝑨𝟔𝟔𝟔).(8) 

𝐂𝐚𝐫 𝐓 =
(𝟏𝟎𝟎𝟎𝐱 (𝐀𝟒𝟕𝟎)−𝟐.𝟖𝟔𝐱𝐂𝐡𝐥 𝐚−𝟏𝟐𝟗.𝟐𝐱𝐂𝐡𝐥 𝐛)

𝟐𝟐𝟏
 (9) 

 

7. Microbial susceptibility studies 

7.1. Test microorganisms 

The microbial strains were provided by the 

microbiology laboratory culture collection at 

Mhamed Bougara University in Boumerdes, 

Algeria. 
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These were: Staphylococcus aureus ATCC 

6538, Pseudomonas aeruginosa ATCC 9027, 

Listeria innocua ATCC 74915, Bacillus subtilis 

ATCC 6633, Eschericia coli ATCC 25922, 

Saccaromyces cerevisiae ATCC 9763, Candida 

albicans ATCC 10231 and Aspergillus niger 

ATCC 6275. 
 

7.2. Disc diffusion method 

Sterile paper discs (6 mm diameter) were wetted 

with extract (25 µL) or ampicillin solution as a 

control and dried in a laminar flow hood for 1 h. 

Pure solvent was used as a mock treatment. The 

discs were then placed on Muller-Hinton agar 

seeded with log-phase microbial suspension 

culture (10μL). The plates were incubated for 

18 h at 37°C and the inhibition zone diameters 

were measured using calipers. 
 

8. Antioxidant activity 

8.1. Free-radical scavenging activity 

The free-radical scavenging power of the 

extracts was assessed first by measuring the 

color loss in 1,1-diphenil-2-picrylhydazyl 

(DPPH) solution. According to Kitada et al, 

[15].  Briefly, 0.2 mL of extract was mixed 

with 0.4 mL of 0.05 mol L-1 DPPH in 

methanol. The reaction mixture was shaken 

vigorously and then kept at room temperature 

in the dark for 30 min. Absorbance at 517 nm 

was measured before (A0) and after (At) 

mixing using a JENWAY Genova Plus 

spectrophotometer. Analytical grade 

methanol, ethanol, acetone, chloroform, and 

water were used as negative controls.BHT, 

quercetin, and catechin solutions (0.1 mg/ml) 

were used as positive controls. Equation 10 

was used to calculate DPPH decolorizing. 

𝐃𝐏𝐏𝐇 𝐝𝐞𝐜𝐨𝐥𝐨𝐫𝐢𝐳𝐞𝐝 (%) = (
(𝐀𝟎 − 𝐀𝐭)

𝐀𝟎
) ×

 𝟏𝟎𝟎 (10) 
 

8.2. ABTS•+radical cation scavenging assay 

A modified radical cation scavenging assay was 

used [55]. The 2,2´-azinobis-(3-

ethylbenzothiazoline-6-sulfonic acid)solution 

diluted 50-fold in96% ethanol (absorbance at 

734 nm =0.65–0.75) was mixed with half 

volume of sample. After 15 minutes at room 

temperature, A734 was read. ABTS 

neutralization was calculated using equation 11. 

Neutralization(%) 

=
𝐈𝐧𝐢𝐭𝐢𝐚𝐥 𝐚𝐛𝐬𝐨𝐫𝐛𝐚𝐧𝐜𝐞 – 𝐟𝐢𝐧𝐚𝐥 𝐚𝐛𝐬𝐨𝐫𝐛𝐚𝐧𝐜𝐞

𝐈𝐧𝐢𝐭𝐢𝐚𝐥 𝐚𝐛𝐬𝐨𝐫𝐛𝐚𝐧𝐜𝐞
  × 𝟏𝟎𝟎  (11) 

The positive controls were 0.1 mg/ml BHT, 

quercetin, and catechin. Analytical grade 

methanol, ethanol, acetone, chloroform, and 

water were used as negative controls. 
 

9. Statistical analysis 

Values presented are means ± standard 

deviation of three determinations. Statistical 

analyses were performed using one-way 

analysis of variance and Tukey’s test. 

Differences with a probability<0.05 were 

considered significant. All computations were 

carried out using statistical software R version 

3.0.2 (R Core Team, 2013). 
 

RESULTS  
 

1. Phytochemical screening 

The color of the Chlorella extracts was 

generally greenish to dark green, suggesting the 

presence of phytochemical compounds. The 

ability of the different solvents to extract 

tannins, terpenoids, carotenoids, steroids, 

saponins, flavonoids, alkaloids, glycosides and 

reducing sugars from the wet biomass is 

summarized in Table 2. 
 

Table 2: Screening of Chlorella extracts based 

on phytochemical content 
 

 

2. Determination of phenol content 

Total phenolics extracted by soaking in 

the solvent without or with ultrasound or 

pulsed electric fields are shown in Figure 

1. Water was a significantly less effective 

solvent, whereas the physical treatments 

had no significant effect on extraction. 

Pulsed electric field might have had some 

effect in methanol, but clearly none in 

water. It was expected to induce 

electroporation and thereby disrupt 

Chlorella cell walls and membranes and 

ultimately cause cell lysis [61], which 

could only facilitate penetration by the 

solvent and extraction of bioactive 

compounds soluble therein [23].  
 

     Solvents     

  

Chemical 

group  Water Methanol Ethanol Acetone Chloroform 

  Tannins + + + + + 

  Terpenes - - - - - 

  Carotenoids - + + + + 

 Steroids - - - - - 

  Saponins - - - - - 

  Flavonoids + + + + + 

  Alkaloids + + + + + 

  Glycosides + + + + + 

  

Reducing 

sugar + + + + + 
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Figure 1: Phenolics extracted from 

Chlorella biomass by a single 

solvent combined witha  

physical treatment: soaking only 

(black),ultrasound (light grey), 

pulsed electric field (dark grey) 

 
a, b, c, d, e, f, g, h – the same letters 

mean no statistical differences between 

samples (p ≤ 0.05). 

 

3. Determination of flavonoid content 

In the case of flavonoids, the solvent and 

physical treatment had more conspicuous 

effects (Figure 2). Ethanol appeared to be the 

best solvent, and in acetone at least, 

physical treatment improved extraction. 

Chloroform appeared to be a poor solvent for 

flavonoids, although the extraction may have 

been improved slightly by physical treatment.

 

 

 

Figure 2: Flavonoids extracted 

from Chlorella biomass by a 

single solvent combined with  

a physical treatment: soaking only 

(black),ultrasound (light grey), 

pulsed electric field (dark grey) 

 
a, b, c, d, e, f, g, h – the same letters 

mean no statistical differences 

between samples (p ≤ 0.05). 

 
 

4. Pigment content 

4.1. Chlorophyll a and b 
Chlorophyll is a highly useful bioactive 

compound that can be extracted from 

microalgal biomass. It is both a natural food 

coloring agent and an antioxidant [76]. Figures 

3 and 4 show the total chlorophylls a and b 

extracted from Chlorella. The yield of both 

types of chlorophyll was generally increased 

when a physical treatment was applied, 

especially of type b with pulsed electric field. 

Electroporation thus could be enhancing the 

recovery of these pigments. Ethanol appeared to 

be the better solvent for chlorophyll a, while 

methanol and acetone were better for extracting 

chlorophyll b.  

 

 

Figure 3: Chlorophyll a extracted 

from Chlorella biomass by a single 

solvent combined with a physical 

treatment: soaking only 

(black),ultrasound (light grey), pulsed 

electric field (dark grey) 
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Figure 4: Chlorophyll b extracted 

from Chlorella biomass by a 

single solvent combined witha 

physical treatment: soaking only 

(black),ultrasound (light grey), 

pulsed electric field (dark grey) 

 

4.2. Total Carotenoids 

In recent decades, evidence has accumulated in 

support of a role for carotenoids as antioxidants 

with beneficial effects on human health, 

especially with regard to the prevention of 

chronic illnesses, particularly certain cancers, 

cardiovascular diseases and loss of visual acuity 

[82-84]. The amounts of carotenoids extracted 

from Chlorella are shown in Figure 5.

  

 

Figure 5: Total carotenoids 

extracted from Chlorella 

biomass by a single solvent 

combined with a physical 

treatment: soaking only 

(black),ultrasound (light 

grey), pulsed electric field 

(dark grey) 

 

 

5. Antibacterial activity 

The antibacterial activities of the Chlorella 

extracts are summarized in Table 3. The 

inhibition zone diameters obtained with 

Staphylococcus aureus were larger in 

association with the physical treatments (p 

<0.05). The effect of pulsed electric field was 

generally greater.  

 

Table 3: Antibacterial activity of Chlorella extraction terms of inhibition zone diameter (mm) on agar 
 

Microorganisms 

Physical 

treatment 

Solvents used for extractions 
STD 

Water Methanol Ethanol Acetone Chloroform 

 Soaking 6 ± 0a 10.5 ± 0.7ab 6 ± 0a 6 ± 0ab 6 ± 0a 23.5 ± 0.7 

S. aureus US 11.5 ± 0.54ab 15.33 ± 0.57 20 ± 0 13 ± 0abc 10 ± 0ab  

 PEF 15.33 ± 0.57abc 19.66 ± 0.57 24 ± 1.41 21.5 ± 0.71 24.66 ± 0.57  

 Soaking 6 ± 0 a 19.25 ± 0.95cd 21 ± 0 d 17.66 ± 1.25c 6 ± 0 a 20.2 ± 0.57 

E. coli US 11.5 ± 0.54 b 19 ± 1cd 20.25 ± 0.5d 19 ± 1.09 cd 6 ± 0a  

 PEF 11 ± 0b 20.2 ± 0.44 cd 20 ± 1.41 cd 22.17 d 6 ± 0 a  

 Soaking 9.5 ± 0.7 a 16.5 ± 0.57def 15.33 ± 0.57cdef 13 ± 0bcde 11.66 ± 057abc 9 ± 0 

P. aeruginosa US 10.5 ± 0.7ab 16 ± 1 efg 17.5 ± 0.7efg 12.33 ± 0.57abcd 8.5 ± 07a  

 PEF 11 ± 0 ab 19.66 ± 0.57gh 20.5 ± 0.57fgh 16.33 ± 057defg 22 ± 0h  

 Soaking 6.75 ± 0.95a 11.33 ± 0.57 10.75  ± 0.5bc 10.2 ± 0.44b 30  ±0f 20.5 ± 0.7 

L.innocua US 7.8 ± 0.44 a 11±  0.81 bcd 11.25 ± 0.95bcd 12.5 ± 0.7bcde 36 ± 0g  

 PEF 13.75 ± 0.95e 13.66 ± 0.57de 11.5 ± 0.57bcde 12.66 ± 0.57cde 40 ± 0h  

; Soaking 6 ± 0a 16 ± 0bc 12.66 ± 0.57 b 15.5 ± 0.7cd 15.5 ± 07 bc 23 ± 0 

B. cereus US 8 ± 1a 17 ± 0cde 20.5 ± 0.7 efg 18 ± 0cde 19 ± 1.41cdef  

  PEF 8 ± 1 a 20 ± 0efg 23 ± 1.41g 20 ± 0defg 22 ± 0fg  

US : ultrasound; PEF :pulsed electric field; STD: Standard Error, a, b, c, d, e, f, g, h – the same letters mean no statistical 

differences between samples (p ≤ 0.05). 
 



ATTAL et al.       Revue Agrobiologia (2022) 12(2): 3138-3151 

 

3145 
 

The associated solvent effect ranked chloroform 

and ethanol (24mm) followed by acetone 

(21.5mm)and methanol (15.33mm). In 

conjunction with ultrasound, the ethanol extract 

gave the inhibition zone up to 20mm in 

diameter. These results suggest that medium-to-

high polarity solvents are better for extracting 

antibacterial compounds from microalgae. The 

inhibition zone associated with aqueous extract 

was comparatively small. For Escherichia coli, 

the inhibition zone diameters ranged from 6 mm 

to 22 mm and the largest zones were obtained 

for ethanol/ultrasound, soaking/ethanol and 

PEF/acetone extracts. Chloroform appears to 

have extracted, independently of physical 

treatment, some substance that is an effective 

inhibitor of Listeria innocua, while 

chloroform/PEF extract inhibited Pseudomonas 

aeruginosa and ethanol/PEF extract inhibited 

Bacillus cereus to greater degrees than any 

others did.  
 

6. Anti-fungal activity 

Inhibition of the growth of Candida 

albicans, Saccaromyces cerevesiae, and 

Aspergillus niger on agar by Chlorella 

extract is summarized in Table 4. A strong 

fungal inhibitor appears to have been 

extracted by chloroform, whereas water 

apparently did not extract any antifungal 

substance. Methanol and ethanol 

enhanced by PEF extracted a relatively 

strong inhibitor of Candida albicans. In 

the case of Saccaromyces cerevesiae, the 

physical enhancer did not have a 

significant effect on the resulting 

inhibitory activity of the extract. Ethanol 

and acetone appeared to be better than 

methanol for extracting inhibitors of this 

yeast. For Aspergillus niger, the strongest 

inhibitor was obtained using acetone in 

conjunction with PEF.

Table 4: Antifungal activity of Chlorella extractsin terms of inhibition zone diameter (mm) on agar 
 

Microorganisms 
Physical 

treatment 

Solvents used for extractions 
STD 

Water Methanol Ethanol Acetone Chloroform 
 Soaking 6 ± 0ab 20.2 ± 0.44cd 25.5 ± 0.7 cd 20.33 ± 1.03 c No growth 21.5 ± 0.7 

C. albicans US 8 ± 0 ab 21.66 ± 1.15c 22.33 ± 1.15 c 20.25 ± 0.5b No growth  

 PEF 8 ± 0 ab 29 ± 0 cd 29 ± 0d 23.33± 0.57 cd No growth  

 Soaking 6 ± 0b 20 ± 1c 26 ± 1.41d 23.25 ± 0.5cd No growth 20.5 ± 0.7 

S. cerevisiae US 8 ± 0b 20.5 ± 0.57 c 25.5 ± 0.7 d 23.25±0.57 cd No growth  

 PEF 8 ± 0b 23.6 ± 1.5 c 26.5 ± 0.7 d 24.75±0.95 cd No growth  

 Soaking 8 ± 0a 19 ± 1.15de 21 ± 1.41 de 12 ± 0c No growth 20.66 ± 0.57 

A.niger US 8 ± 0a 18.5 ± 1d 18.66 ± 1.15d 13 ± 0 c No growth  

 PEF 8 ± 0a 21 ± 0 de 14 ± 0c 24.75 ± 0.95f No growth  

US : ultrasound; PEF :pulsed electric field; STD: Standard Error, a, b, c, d, e, f, g, h – the same letters mean no statistical 

differences between samples (p ≤ 0.05). 
 

7. Antioxidant activity 

In general, the extracts of Chlorella biomass 

subjected to ultrasound or pulsed electric field 

treatment had considerable antioxidant activity 

compared to those obtained without such 

treatment (p<0.05). Ethanol and acetone 

extracts enhanced by PEF were the most potent 

(Table 5).

  
 

Table 5: Antioxydant activity expressed in % of inhibition 
 

 
 DPPH   ABTS  

 Soaking USAE PEFAE Soaking USAE PEFAE 

Water 35,85±1,56 44,06±0,66 67,02±0,67 44,44±0 44,72±1,02 52,92±1,3 

Methanol 38,70±0,29 33,33±0 48,26±0,01 37,29±0,29 48,35±0,75 50,65±0,92 

Ethanol 41,46±0,39 66,43±0,32 84,41±0,28 47,32±1,31 71,44±0,02 80,60±0,34 

Acetone 78,01±0,9 79,45±0 82,01±0,83 91,37±0,81 95,41±0,88 96,95±1,29 

Chloroform 6,59±0,1 8,09±1,4 10,00±1,37 6,59±0,2 8,07±1,6 10,35±0,7 

Quercetin 26,44±1,4   43,49±1,33   

Catechin 29,66±0,03   57,27±1,22   

BHT 47,23±0,02   37,61±1,13   
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DISCUSSION 
 

For the phytochemical screnning, water could 

not extract carotenoids, terpenoids or steroids, 

and saponins appeared to absent in all extracts. 

Similar results have been reported previously, 

except that only glycosides were not extracted 

[56]. In other studies, saponins and sterols were 

extracted from Chlorella vulgaris, whereas 

tannins were not [57, 11]; saponins, flavonoids, 

and alkaloids were extracted from Chlorella 

spp. [36] and tannins and alkaloids were not [5]. 

The presence or absence of phytochemicals in 

the extracts also depends on solvent polarity, pH 

and extraction time, temperature, and method. 

The phytochemical content of the algal biomass 

might also vary with growth conditions and 

growth phase [50, 5, 52]. 

The results of phenolic content obtained 

corroborate the values reported previously: 

25mg [62], 39.4 mg [63], 29.1 mg [64], and 

19.15mg [65] of gallic acid equivalents per 

gram of Chlorella in ethanol. In aqueous 

extracts of Chlorella vulgaris, phenolic 

contents range from 3.45 mg/g [52] to 108.66 

mg/g [66], whereas methanol extract 220 mg of 

gallic acid equivalent per g of Chlorella 

vulgaris and 150 mg of Chlorella reinhardtii 

[67]. Total phenolic content may differ among 

algal species, for example, from 22.94 to 39.34 

mg (gallic acid equivalent) per g of 

Nannochloropsis gaditana, Phaedactylum 

tricornutum, Nannochloris spp. and Tetraselmis 

suecica [68], 11.15 mg per g of Euglena tuba 

[69] and 0.287 mg per g of Spirulina platensis 

[70]. Although the concentration of antioxidant 

compounds varies among algal species, the 

amount extracted depends largely on the solvent 

type and extraction method [71]  

Flavonoid concentrations close to the range 

obtained (up to 33 mg of catechin equivalent per 

g) have been reported for extracts of Chlorella 

vulgaris [62,76]. Smaller amounts have been 

extracted from Amphora spp. using ethanol 

(17.69 mg/g) or water (4.27 mg/g) in another 

study. 

Since flavonoids are polyphenolic 

compounds, they are potential 

antioxidants and free radical scavengers 

[73, 74]. Different flavonoid classes such 

as isoflavones, flavanones, and flavonols 

are found in microalgae [75], showing that 

complex secondary metabolism is not 

limited to land plants [5]. 

In other work which studied pigment content, 

two-phase solvent extraction (organic/aqueous) 

in conjunction with pulsed electric field 

treatment allowed the recovery of pigments 

from Nannochloropsis spp. in high yield 

without degrading proteins [77]. Pulsed electric 

field treatment is widely reported to improve the 

extraction of pigments from microalgae 

suspensions [78-80]. This is attributed to the 

enhancement of solvent permeation by 

electroporation [77]. 

An increase in the electrical conductivity (ionic 

strength) of the suspension medium leads to 

faster permeabilization of the cells. Indeed, 

conductivity increases the electrical current 

flow through the suspension and therefore the 

amount of energy applied to the cells [81]. 

For the carotenoids: In this case, pulsed electric 

field treatment improved the extraction 

considerably regardless of the solvent used, and 

it is noted that methanol was a poor solvent in 

comparison with ethanol or acetone. Similar 

patterns have been reported previously [85] for 

carotenoids (0.057 to 0.062 mg/g) extracted 

from Chlorella protothecoides. In another 

study, acetone was found superior to ethanol for 

extraction from Chlorella vulgaris [19]. 

Several studies have shown that pulsed electric 

fields can increase the yields of other valuable 

compounds such as colorants without resorting 

to the use of organic solvents. The cell 

membrane permeabilization afforded by this 

treatment undoubtedly facilitates the 

permeation of the eluting solvent into the 

cytoplasm and hence dissolving of pigments 

[23]. We found pulsed electric field treatment to 

be the most effective method of enhancing 

carotenoid extraction, which corroborates 

several previous studies. Extraction of 

chlorophyll and carotenoids from Spirulina and 

Chlorella may thus be improved [86], by up to 

200% in conjunction with ethanol and4-fold in 

the case of lutein [23]. 

Antibacterial activity: Previous reports of the 

inhibitory effects of Chlorella extracts against 

these bacterial species mention inhibition zone 

diameters in the same range, namely, 8 to 38 

mm [11, 87, 88, 5]. 

The compounds that are likely responsible for 

the direct effects on bacterial growth are 

believed to be phenolics, polyphenols, fatty 

acids, lipids, pigments, and carbohydrates [89, 

12]. In addition, flavonoids, triterpenoids, 

amides, and alkaloids are also thought to affect 

bacterial growth and metabolism [90, 91]. 
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Both chlorophylls a and b and carotenoids have 

been reported to inhibit bacteria [92,93]. The 

results of the present study show clearly that 

both physical treatments enhanced the 

extraction of antibacterial substances from 

Chlorella. 

Cell wall structure and composition influences 

the effectiveness of the cell disruption method 

[94] and hence the extraction of all compounds 

from microalgal cells. Cell walls of green 

microalgae can be divided into two groups: low 

and high resistance. Chlorella cell walls are of 

the latter type [95]. Sonication is suitable for 

species with less resistant cell walls [96]. In the 

present study, PEF appears to have been more 

effective than sonication at disrupting Chlorella 

cells. In addition, mass transfer is increased by 

heat at the expense of degrading valuable 

compounds and denaturing proteins. Innovative 

technologies such as high hydrostatic pressure 

(HHP), ultrasonics, and PEF have been devised 

to improve mass transfer while avoiding these 

undesired thermal effects [97]. It therefore 

comes as no surprise that the physical treatment 

applied affects the antibacterial activity of 

microalgae extracts to a considerable degree, 

leading to different responses according to the 

bacterial strain.  

For the antifungal activity; Chlorella extract has 

been found previously to be a strong inhibitor of 

Candida albicans, with zone diameters similar 

to our results [66].Chlorella vulgaris extracts 

have been found to inhibit A. niger and C. 

albicans [90]. In one study, antifungal activity 

was found only in methanolic extracts [16], 

whereas another study [98] concluded that 

methanol extract of Chlorella did not inhibit 

Aspergillus fumigatus (RCMB 02564),Candida 

albicans (RCMB 05035), Geotricum candidum 

(RCMB 05096) or Trichophyton 

mentagrophytes (RCMB0925). These 

contradictory results may be due to differences 

in algal species. We obtained strong inhibitory 

effects, compared to inhibition zone diameters 

of less than 6 mm observed previously for 

Chlorella vulgaris extract against Candida 

albicans and Aspergillus niger [11]. 

Several researchers have studied the inhibition 

of fungal growth by extracts of microalgae, 

including of at least one pathogen [99, 100, 98, 

16, 101]. The bioactive compounds in these 

extracts may collectively be antibacterial, 

antifungal, antiviral, and antioxidant [102].  

From these results, it can be concluded again 

that pulsed electric field was the most effective 

treatment for enhancing solvent extraction of 

antimicrobial substances from Chlorella.  

The results obtained for the antioxydant activity 

are in agreement with a recent report [62] in 

which DPPH decolorizing reached 85.62% with 

Chlorella vulgaris extract. However, values for 

Chlorella spp. had been found previously to 

range from 78% for acetone to only 18%, 10%, 

and 3%, respectively, for ethanol, chloroform, 

and methanol [51]. ADPPH decolorizing of 

50% has been reported recently for sonicated 

Chlorella spp. aqueous methanol extract [103]. 

The antioxidant activity of Chlorella vulgaris 

has been found to reach 68.5% in aqueous 

extract [52] and as low as 0.74% in ultrasound-

assisted ethanol extract [4]. This variability is 

attributable to algal species, to the chosen 

solvent, and to the extraction method. In 

addition, the strong activities found in the 

present study may be due also to the 

concentrations of phenols and flavonoids in the 

extracts [104, 66]. Their presence could 

contribute to free radical scavenging 

individually or by synergistic action [105].  

The results obtained in this study show overall 

that solvent extraction assisted by ultrasound or 

pulsed electric field, particularly the latter, 

increases the yield of bioactive compounds 

from microalgal wet biomass. Several 

researchers have investigated both physical 

treatments as a means of increasing the yield of 

valuable compounds such as antioxidants from 

algae [105, 40, 105, 22, 103].  
 

CONCLUSION 
 

The present study confirms that the green alga 

Chlorella spp. is very rich in compounds that 

have potential uses in pharmacology and in the 

nutraceutical field. These compounds include 

inhibitors of microorganisms and antioxidants. 

Solvent extraction of bioactive molecules from 

Chlorella is enhanced by physical treatments 

such as ultrasound and pulsed electric fields. 

Acetone and ethanol are suitable solvents for 

obtaining extracts that give high scores in 

different biological activity tests. Nevertheless, 

ethanol would be the most appropriate solvent 

since it also has generally recognized as safe 

(GRAS) status. Future work should focus on 

identifying the algal compounds that are 

directly responsible for the antimicrobial and 

antioxidant activities. 
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