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Introduction 

Depuis des milliers d’années, l’homme n’a cessé de chercher son bien être par l’utilisation de 

tout ce que la terre peut lui offrir du règne végétal, il utilise les plantes, d’abord pour se 

nourrir, puis pour lutter contre diverses maladies. Au fil du temps, les connaissances 

accumulées sur les vertus bénéfiques de certaines plantes permirent à l’homme de développer 

une véritable pharmacopée.                                                                                                                       

De nos jours, de très nombreuses plantes sont utilisées par la majorité de la population  

mondiale en médecine traditionnelle de façon empirique. Près d’un quart des médicaments 

utilisés en médecine moderne contiennent des composés issus directement ou indirectement 

(par hemisynthèse) des plantes.  

Par ailleurs, selon l’organisation mondiale de la santé (O.M.S) ;  près de 6377 espèces de 

plantes sont utilisées en Afrique, dont plus de 400 sont des plantes médicinales qui constituent 

90% de la médecine traditionnelle [1]. 

En 2004, près de 75% de la population africaine a recours aux plantes pour se soigner du fait 

que ces populations n’ont pas accès aux médicaments dits modernes [1]. Sachant qu’une 

plante peut contenir plusieurs milliers de substances différentes, on peut se rendre compte de 

la richesse naturelle du règne végétal. 

Dans le contexte socio-économique des pays en voie de développement, l’étude des plantes 

peut aboutir à l’obtention de réponses thérapeutiques adéquates à faible prix, joignant à une 

efficacité scientifique prouvée et une acceptabilité culturelle optimale. 

La valorisation scientifique de la médecine traditionnelle doit conduire notamment à la mise 

au point de médicaments à base de plantes. Aujourd’hui, il a été estimé que les principes 

actifs provenant des végétaux représentent 25% des médicaments prescrits soit un total de 120 

composés d’origine naturelle issus de 90 plantes différentes [2,3]. 

L’Algérie avec sa diversité climatique et sa richesse en flore, offre un terrain propice pour la 

recherche de nouvelles substances naturelles d’intérêts thérapeutiques et  met un pas très 

important dans la recherche en phytochimie. Plusieurs espèces sont étudiées dans ce domaine, 

c’est le cas de ce présent travail qui porte sur une investigation phytochimique de deux  

plantes utilisées dans la région des Aurès pour les besoins médicaux,   Eryngium triquetrum 
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Vahl et Phlomis herba-venti, plantes médicinales endémiques appartenant  aux familles 

botaniques Apiaceae et Lamiaceae respectivement, afin de confirmer ou infirmer les vertus 

médicinales qu’on leur prête, et avec comme objectif principal d’identifier leur composition 

chimique. 

La famille Apiaceae est une famille de plantes s’étendant dans les régions tempérées, elle est 

relativement rare en zone tropicale [3]. Les plantes de cette famille sont aromatiques ayant des 

propriétés médicinales, et  souvent utilisées dans l’alimentation [4]. Cette famille connue pour 

sa  richesse en métabolites secondaires, possédant des activités biologiques intéressantes, à 

savoir l’activité anti bactérienne , Antioxydante, antifongique, anti-inflammatoire, antiviral, 

anticancer, et  antihyperglycémie…….etc. 

Les plantes de la famille Lamiaceae se rencontrent partout dans le monde. Plusieurs espèces 

particulièrement du genre Phlomis poussent en Algérie. Nombreuses substances naturelles ont 

été isolées des Phlomis à savoir, les huiles essentielles, les flavonoïdes, les iridoides 

[5,6]…..etc. Ces composés ont plusieurs activités biologiques notamment l’activité 

antioxydante, antidiabétique, antinociceptive, antiulcérogène, anti-inflammatoire [7-8] …etc.  

La première espèce étudiée dans ce travail de doctorat, Eryngium triquetrum, genre 

appartenant à la famille des Apiacées, connue pour sa richesse en métabolites secondaires 

d’un grand intérêt biologique. Cette plante n’a fait qu’une seule étude chimique récente [9]. 

La deuxième espèce  Phlomis herba-venti de la famille des Lamiacées riche en huiles 

essentielles, utilisée pour traiter les problèmes gastriques et intestinaux [7]. 

Cette thèse de doctorat, contenant une introduction et une conclusion générale, est subdivisée 

en quatre grands chapitres où chaque chapitre réunie deux parties distinctes. Elle se termine 

par une bibliographie suivie des résumés en trois langues (français, anglais et arabe).  

 Le premier chapitre consiste en la présentation botanique et les études antérieures, la 

première partie est consacrée à la description botanique de la famille Apiacées, le 

genre Eryngium, et l’espèce Eryngium triquetrum, ainsi que les études chimiques 

effectuées sur le genre Eryngium. La deuxième partie reflète l’étude de la famille des 

lamiacées une description botanique de la famille, le genre Phlomis et l’espèce 

Phlomis herba-venti, et les études antérieures réalisées sur quelques espèces du genre 

Phlomis. 
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 Le deuxième chapitre traite l’étude des polyacétylènes, des lignanes, et des 

flavonoïdes en premier,  la deuxième partie est consacrée à l’étude des iridoïdes.  

 Le troisième chapitre renferme la discussion des résultats obtenus des deux plantes, 

chaque partie de ce chapitre représente l’extraction, la purification et l’élucidation 

structurale des composés isolés. 

 Le quatrième chapitre englobe la partie expérimentale de cette investigation 

phytochimique. Il est décrit d’une façon détaillée dans la première partie, le matériel 

végétal, les méthodes analytiques utilisées, les méthodes préparatives et 

l’identification structurale des composés obtenus. 

 Dans la deuxième partie, il est présenté toutes les procédures expérimentales 

(macération, extraction, fractionnement, isolement et purification) conduisant à 

l’obtention de vingt quatre produits purs. 
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I.1  Famille des Apiacées  

I.1.1 Généralités 

La famille des Apiacées (Apiaceae), appelée aussi Ombellifères (Umbelliferae, nom 

alternatif), est une famille de plantes dicotylédones. Selon Watson & Dallwitz, elle comprend 

près de 3700 espèces réparties en 434 genres et sont surtout présentes dans les régions 

tempérées du monde [10]. C'est une famille relativement homogène, caractérisée notamment 

par son inflorescence typique, l'ombelle. Plusieurs espèces fournissent des condiments 

appréciés, certaines sont toxiques comme la grande ciguë [11]. En Algérie cette famille est 

très importante, elle est représentée par 55 genres [12], est mal distribuée au Sahara, 

notamment dans sa partie centrale [13]. 

I.1.2 Distribution de la famille à travers le monde 

Cette famille est répartie sur la majeure partie du globe (figure I.1), plus commune dans les 

régions montagneuses tempérées et relativement rare en zone tropicale [3].  

 

 

 

Figure I.1 : Répartition géographique mondiale des Apiaceae [15]. 

 

 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Famille_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Dicotyl%C3%A9done
http://fr.wikipedia.org/wiki/Esp%C3%A8ce
http://fr.wikipedia.org/wiki/Genre_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Inflorescence
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ombelle
http://fr.wikipedia.org/wiki/Grande_cigu%C3%AB
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I.1.3 Classification systématique  

Selon le système de classification en vigueur (APG III, 2009) [15], ces espèces sont 

distribuées comme le montre le tableau phylogénique suivant : 

Règne Plantae 

Sous-règne Tracheobionta 

Division Magnoliophyta 

Classe Magnoliopsida 

Sous-classe Rosidae 

Ordre Apiales 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

D’après Drude (1898) et Wolff (1913) [16,17], la famille Apiaceae se partage en deux sous-

famille, Apioideae et Saniculoideae, cette dernière comprend deux tribus Saniculeae et 

Lagoecieae, avec huit genres et environ 330 espèces. Sanicula et Eryngium sont les seuls 

genres de Saniculoideae représentés dans l’hémisphère occidental. 

 

La famille                   la sous-famille                tribu                              genre 

                                                                                                         Eryngium (250 espèces) 

                                                                        Saniculeae 

                                                                                                         Sanicula (39 espèces) 

 

                                   Saniculoideae                                                           Astrantia (9espèces) 

Apiaceae                                                                                                     Actinolem (2espèces) 

                                                                                                                    Hacquetia     

                                  Apioideae                    Lagoecieae                           Alepidea (20 espèces) 

                                                                                                                   Arctopus  (3 espèces)                               

                                                                                                                   Lagoecia      

1.1.4 Caractérisation botanique 

Les Apiacées sont généralement des plantes herbacées annuelles, parfois bisannuelles ou 

vivaces. La famille compte aussi des arbres et arbustes, comme le buplèvre.  

La tige est souvent creuse et porte à l'extérieur des sillons dans le sens de la longueur. 

Les feuilles sont alternes, sans stipules, et le plus souvent composées à folioles finement 

découpées, mais certaines espèces ont des feuilles entières (buplèvre par exemple). Souvent 

les pétioles sont élargis à leur base, engainant la tige. 

L'inflorescence typique des Apiacées, justement appelées ombellifères, est l'ombelle qui peut 

être simple ou composée d'ombellules. Les ombelles sont souvent munies à leur base d'un 

involucre formé de bractées. Les fleurs, petites, à symétrie pentamère, sont le plus souvent 

blanches ou jaunâtres, quelquefois rougeâtres comme la fleur centrale de l'ombelle de carotte. 

https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A8gne_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plantae
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-r%C3%A8gne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Tracheobionta
https://fr.wikipedia.org/wiki/Division_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Magnoliophyta
https://fr.wikipedia.org/wiki/Classe_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Magnoliopsida
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-classe_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Rosidae
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ordre_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Apiales
http://fr.wikipedia.org/wiki/Bupl%C3%A8vre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Tige
http://fr.wikipedia.org/wiki/Feuille
http://fr.wikipedia.org/wiki/Stipule
http://fr.wikipedia.org/wiki/Inflorescence
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ombelle
http://fr.wikipedia.org/wiki/Fleur
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Elles comptent cinq pétales et cinq étamines, et ont au centre un ovaire infère à deux 

carpelles. Les sépales sont absents ou très réduits du fait que le calice est presque 

complètement soudé à l'ovaire. Parfois, les fleurs périphériques de l'ombelle sont irrégulières, 

avec des pétales externes nettement plus grands, et contribuent à faire de l'ombelle une simili-

fleur. L'ovaire porte deux styles qui s'élargissent à la base en un disque ou coussinet 

nectarifère (stylopode). Les fruits, secs, sont des schizocarpes (diakènes) qui se scindent en 

deux à maturité, chaque partie contenant une graine. Ils sont très diversifiés par leurs formes 

externes : présence de crochets ou d'épines, de protubérances ou de poils, parfois d'ailes, qui 

sont importants à observer pour la détermination des espèces [18]. 

I.2 Genre Eryngium  

I.2.1 Présentation du genre Eryngium 

Les panicauts (ou panicaults), sont des plantes herbacées bisannuelles, vivaces ou annuelles 

du genre Eryngium appartenant à la famille des Apiacées. On en dénombre 250 espèces 

réparties dans le monde dont l'Amérique du Sud semble être le centre de la diversité [19]. 

Selon Quezel et Santa [12],  les plantes du genre Eryngium sont des plantes annuelles, 

bisannuelles ou vivaces plus ou moins épineuses. L’inflorescence capituliformes entourées de 

bractées en général épineuses. Les fleurs sessiles, chacune à l'aisselle d'une bractée épineuse. 

Le calice à cinq dents foliacées épineuses. Avec cinq pétales, petits, connivents, Les fruit 

ovoïde couvert d'écailles ou de tubercules à côtes et bandelettes nulles ou peu apparentes.  

I.3 L’espèce Eryngium triquetrum 

I.3.1 Classification botanique  

L’espèce Eryngium triquetrum est  le nom vernaculaire ( Chouka zerka’) [20], il est classé sur 

le plan botanique selon la façon suivante : 

Règne              planta 

Classe              Magnoliopsida 

Ordre              Apiales  

Famille           Apiaceae  

Sous famille    Sanisuloideae 

Tribu               Saniculeae 

Genre              Eryngium   

Nom                Eryngium triquetrum Vahl 

 

 

http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Simili-fleur&action=edit&redlink=1
http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Simili-fleur&action=edit&redlink=1
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ovaire_(botanique)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Schizocarpe
http://fr.wikipedia.org/wiki/Eryngium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Apiaceae
http://fr.wikipedia.org/wiki/Esp%C3%A8ce
http://fr.wikipedia.org/wiki/Centre_de_diversit%C3%A9
http://www.tela-botanica.org/bdtfx-nn-84142-synthese?referentiel=bdtfx&niveau=2&module=fiche&action=fiche&num_nom=102767&type_nom=nom_scientifique&nom=Apiales
http://www.tela-botanica.org/bdtfx-nn-84142-synthese?referentiel=bdtfx&niveau=2&module=fiche&action=fiche&num_nom=100948&type_nom=nom_scientifique&nom=Apiaceae
http://www.tela-botanica.org/bdtfx-nn-84142-synthese?referentiel=bdtfx&niveau=2&module=fiche&action=fiche&num_nom=86408&type_nom=nom_scientifique&nom=Eryngium
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I.3.2 Caractérisation  botanique  

Plante vivace de couleur vert bleuâtre devenant bleue violacée à maturité. Les tiges sont 

ramifiées de 20 à 40 cm, plusieurs fois trifurquée et à rameaux anguleux. Les feuilles 

radicales sont en rosette, d'abord oblongues, dentées ou trilobées, les suivantes profondément 

divisées. Les feuilles caulinaires ont semi-amplexicaules, palmatipartites et épineuses (Figure 

I.2). Involucre à trois bractées triangulaires comprenant peu de fleurs [18].  

                

Figure I.2 Espèce Eryngium triquetrum [19]  

I.4 Utilisation traditionnelles et activités biologiques 

I.4.1  Utilisation en médecine traditionnelle 

Les plantes du genre Eryngium font l’objet de multiples usages thérapeutiques traditionnels, le 

elles sont utilisées, partout au Maroc, en infusion, comme dépuratif, diurétique et laxatif. Au 

Sahara occidental, la  racine d’eryngium illicifolium, en poudre ou en décoction, est utilisée 

comme diurétique, dépuratif, emménagogue et spermatogène. A Salé, la racine de l’espèce 

Eryngium triquetrum Vahl, en décoction, est employée contre les douleurs des intestins et le 

refroidissement et donnée aux enfants contre l’amygdalite. Les racines et les jeunes feuilles 

d’Eryngium campestre sont consommées à la campagne, en période de disette [20]. 

I.4.2 Activités biologiques 

Les plantes du genre Eryngium sont connues pour leur richesse en métabolites secondaires, 

possédant diverses et intéressantes activités biologiques, notamment l’activité anti 

inflammatoire, anti fongique et antioxydante. 

Par ailleurs, des études biologiques ont confirmé que les parties aériennes de la plante 

Eryngium yuccifolium [21] ; les parties aériennes et les racines de l’Eryngium bilardieri [22] ; 

https://www.google.dz/imgres?imgurl=http://luirig.altervista.org/cpm/albums/bot-056/eryngium-triquetrum798.jpg&imgrefurl=http://luirig.altervista.org/flora/taxa/index2.php?scientific-name=eryngium+triquetrum&h=600&w=696&tbnid=8d3Ozcd-O0TCKM:&docid=OKuFwFpF6cYP6M&ei=NMNuVvDxDsz8UrSgsvAE&tbm=isch&ved=0ahUKEwjw28_QudvJAhVMvhQKHTSQDE4QMwgkKAUwBQ
http://www.google.dz/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwiI6IaKutvJAhVFPxQKHR67DfEQjRwIBw&url=http://www.actaplantarum.org/floraitaliae/viewtopic.php?t=29215&psig=AFQjCNEZZdWf3bHimC7P9gsuoAa5zi6aAw&ust=1450185908692299
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les feuilles de l’Eryngium foetidum [23-25] et les racines de l’Eryngium maritimum possèdent 

une activité anti inflammatoire. Les parties aériennes de l’Eryngium foetidum montre une 

activité antibactérienne [26, 27]. Eryngium juresianum et Eryngium creticum [28, 29] 

montrent une activité antifongique ; les racines de l’espèce Eryngium alpinum et les parties 

aériennes de l’Eryngium caucasicum montrent une activité antioxydante [30,31].  Les travaux 

de recherche réalisés par Afifi et Alkofahi ont confirmé les effets guérissant des racines du 

genre Eryngium creticum contre les morsures de serpents et de scorpions [32, 33]. 

I.5.1  Etudes phytochimiques antérieures sur le genre Eryngium 

Parmi les 250 espèces du genre Eryngium sauf 23 espèces ont été étudiées. L’investigation 

chimique de ces espèces ont permis l’isolement et la caractérisation d’un nombre important de 

métabolites secondaires tels que : les monoterpènes, les sesquiterpènes, les triterpènes, les 

triterpènes saponines, les flavonoïdes, les coumarines, les stéroïdes, les polyacétylènes, et 

autres classes de composés. Ces différents composés isolés du genre Eryngium sont 

rassemblés dans le tableau suivant :  

Tableau I.1 Composés isolés du genre Eryngium 

 

Nom Composés identifiés Source 

botanique 

references 

Monoterpènes  

3-(β-D-

glucopyranosyloxyméthyl)-

2,4,4-triméthyl cyclohexa-

2,5-dièn-1-one 

 

 

3-(β-D-

glucopyranosyloxyméthyl)-

2,4,4-triméthyl,cyclohex2-

èn-1-one 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

E. campestre 

E. criticum 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

[34, 35] 
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[(β-D-glucopyranosyloxy)-5-

méthyl]-4-hydroxy-4-[(1E,3S)-

3-hydroxy-1-butènyl]-3,5-

diméthyl cyclohex-2-èn-1-one 

 

 

 

 

 

 

 

E. dichotomum 

 
 
 

 

 

 

 

 

 [35] 

 

 

 

sénécioate  d’isoférulyle 

 

 

E. variifolium 

 

[36] 

 

Angélate -2,4,4-triméthyl-3-

formyl cyclohexa-2-,5-

diènyle  

 

 

 

 

E. paniculatum 

 

 

[37] 

 

O-[2-angéloylloxyméthyl-

cis-crotonoyl]-ferulol 

 

O-[2-angéloylloxyméthyl-

cis-crotonoyl]-isoferulol 

 

 

O-[2-(2-méthyl-

butyryloxyméthyl)-cis-

crotonoyl]-ferulol 

 

O-[2-(2-méthyl-

butyryloxyméthyl)-cis-

crotonoyl]-isoferulol 

 

 

O-[2-isovaleryloxyméthyl)-

cis-crotonoyl]-isoferulol 
 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. bourgatii  

E. serbicum 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[38] 
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Sesquitèrpènes 

 

Eryng-9-èn-15-al 

 

 

 

 

 

E. creticum 

 

 

 

[39] 

 

15-hydroxy-α-muurolène 

15-oxo-α-murolène 

15-nor-α-muurolène 

 

 

 

 

 

E. giganteum 

 

 

 

 

[36] 

 

 

(+)-lédol 

 

 

 

 

 

 

(+)-spathulénol 

 

 

 

 

 

 

 

Germacrène D 

 

 

 

 

 

 

Trans-β-farnesène 

 

 

 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. giganteum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[36] 
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Triterpenoides 

 

 

 

Acide  betulinique  

 
 
 

 

 

 

E. 

bromeliifolium 

 

 

 

 

 

 

[40] 
 

 

 

 

 

acide oléanolique  

   

R1-barringénol 

   

A1-barringénol 

 

  22-(2-méthyl-2-butenoate)-    

oléan-12-ène-3,15,16,22,28-

pentol 

 

 Barringtogénol C 

  

Erynginol A 

 

22α-hydroxyerythrodiol 

 
                   R1     R2      R3      R4       R5            R6 

  (20)   H      H        H       H       COOH     CH3 

 (21)   OH   OH     OH    OH    CH2OH    CH3 

 (22)   OH   OH     H       OH    CH2OH    CH3 
 (23)   OH   OH     H       Ang   CH2OH    CH3 

  (24)    H      OH     OH    OH    CH2OH    CH3 

      (25)   H      OH     OH    OH    CH2OH   CH2OH 
  (26)   H      H         H      OH    CH2OH    CH3 

 

 

 

 

E. macrocalyx  

 

E. maritimum 

 

E. planum 

 

E. caucasicum 

 

E. octophyllum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[41-44] 

 

 

 

 

 

 

 

Triterpènes saponines 
 

3-O-α-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-β-D-

glucuronopyranosyl-22-O-

β,β-dimethylacryloyl-A1-

barrigénol 

 

3-O-α-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-β-D-

glucuronopyranosyl-22-O-

angéloyl-R1-barrigénol 

 

3-O-α-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-β-D-

glucuronopyranosyl-21-O-

acétyl-22-O-angéloyl-R1-

barrigénol 

3-O-α-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-β-D-glucurono 

pyranosyl-21-O-acétyl-22-O-

β,β-diméthylacryloyl-

barrigénol 

 
 (27)   R1=H, R2=dMA 

(28)  R1=OH, R2=Ang 

 

                 

 
 

(29)  R=OAc, R2=Ang 
 (30) R=OAc, R2=dMA 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. campestre 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[45] 
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3-O-α-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-β-D-

glucuronopyranosyl-21-O-

angéloyl-28-O-acétyl-R1-

barrigénol 

 

3-O-β-L-rhamnopyranosyl-

(1 2)-[α-L-

rhamnopyranosyl-(1 4)]-β-

D-glucuronopyranosyl-22-O-

angéloyl-R1-barrigénol 

 

3-O-β-D-glucopyranosyl-

(1 2)-[α-L-

rhamnopyranosyl-(1 4)]-β-

D-glucuronopyranosyl-22-O-

β,β-diméthylacryloyl-A1-

barrigénol 

 

 
(31)  R1=OH, R2=Ang, R3=Ac, R4= α-L-rha, R5=H 

 (32)  R1=OH, R2=Ang, R3=H, R4= β-D-rha,   R5= α-rha 

(33)  R1=H, R2=dMA, R3=H, R4= β-D-rha, R5= α-rha 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. campestre 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[45] 

 

Eryngioside A 

 

Eryngioside B 

 

Eryngioside C 

 

Eryngioside D 

Eryngioside E 

 

Eryngioside F  

 

Eryngioside G 

 

Eryngioside H 

 

 

 

Eryngioside I 

 

Eryngioside J 

      

(34)  R1=OH, R2=Glu, R3=H, R4=Glu 

(35)  R1=OH, R2=Glu, R3=H,  R4=Gal 

(36)  R1=  =O,R2=Glu, R3=H, R4=Glu 

   (37)  R1=OH,    R2=H,  R3=Glu, R4=Glu 

 

         R1      R2            R3              R4 

(38)    OH      OH            Ang           XyL 

(39)    H        OH            Ang           XyL 

(40)    OH     O-Ang        H              Xyl 

(41)    OH       H              Ang          ArA 
(42)    OH       H              Ang          Xyl 

(43)    OH      O-Ang       Ac            Ara 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

[46] 
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Eryngioside k 

 

Eryngioside L 

 

21β-angéloyloxy-3β-[β-D-

glucopyranosyl-(1 2)]-[β-D-

xylopyranosyl-(1 3)]-β-D-

glucuronopyranosyloxyolean

-12-ène-15α, 16α, 22α, 28-

tétrol 

 

Saniculasaponine III 
 

   

  (44)  R1=H , R2=Ac , R3=Ara 
                   (45)  R1=H, R2=Ac,  R3=Xyl 

                   (46)  R1=OH, R2=H, R3=Ara 

   (47)  R1=OH, R2=Ac, R3=XyL 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

 

 

 

 

[46] 

 

Acide 3-O-β-D-

glucopyranosyl 28-O-β-D-

xylopyranoside oléanolique 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. 

Bromeliifolium 

 

 

 

[47] 

 

 

3-O-[β-D-glucopyranosyl-

(1 2)-[β-D-fucopyranosyl-

(1 3)]-α-L-

rhamnopyranosyl-(1 4)-β-

D-glucopyranosyl]-oléan-12-

ène-23,28-diol 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. foetidum 

 

 

 

 

 

 

 

[48] 
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Acide 3-O-β-D-

glucopyranoside betulinique 

 

 

 

 

Acide 3-O-β-D-

glucopyranosyl (1 6)-β-D-

glucopyranoside betulinique 
 

 
 

           (51)   R= β-D-glucopyranosyl 

(52)   R=-β-D-glucopyranosyl (1 6)-β-D-     
glucopyranoside 

 

 

 

 

 

E.bromeliifolium 

 

 

 

 

 

 

[49, 50] 

 

Flavonoides 

 

Quercetine 

Isoquercetine 

Rutine 

7- O-β-D-glucopyranosyl 

luteoline 

 

Astragaline 

 

3-O-β-D-(2’-p-E-

hydroxycinnamoyl)-

glucopyranosyle kaempférol 

 

3-O-β-D-(2’-p-Z-

hydroxycinnamoyl)-

glucopyranosyl kaempferol 

 

3-O-(2-O-trans-p—

méthoxycoumaroyl-6-O-

trans-p-coumroyl)-β-D-

glucopyranosyl kaempferol 

 

3-O-(2,6-di-O-trans-p-

coumaroyl)-β-D-

glucopyranosyl kaempferol 

 

 

 

 
 

 

 

 
 

(53)  R1=P-E-hydroxycinnamoyl, R2=H 

(54)  R1=P-Z-hydrxycinnamoyl,   R2=H 
(55)  R1=P-E-methoxycoumaroyl, R2=P-E-coumaroyl 

(56)  R1=P-E-coumaroyl,  R2=P-E-coumaroyl  

 

E. creticum 

 

E. maritimum 

E. campestre 

E. opctophyllum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[51-57] 

 

 

 

 

 

 

 

 

[46] 
 
 
 
 
 

Coumarines 

umbelliférone 

scopolétine 

6,7-diméthoxycoumarine 

 

 
 

 

 

E.biebersteinianu 

E. bourgatii 

E. creticum 

 

 

 

[60-62] 
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Décursinol 

 

 

 
 

 

 

 

 

E.biebersteinianm 

 

 

 

 

[60] 

 

 

Prantschimgine 

 

Déltoin 

 

(+)-Marmésine 

 

 

 
 

 

 

 

 

E. ilicifolium  

 

E. creticum 

 

 

 

 

 

[61] 

 

 

 

 

benzoate d’ Aégélinol  

 

Agasylline 

 

 

Grandivittine 

 

Aegelinol 

 

 

 

 

 

 

 

E. creticum 

E. ilicifolum 

E. campestre 

E. 

biebersteinianum 

 

 

 

 

 

 

 

[62,63] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Composés phénoliques 
 

1-β-D-glucopyranosyloxy-3-

méthoxy-5-hydroxybenzène 

 

 
 

 

    

 

 

E. creticum 
 

 

 

[51] 
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Cafféate 3,4-

dihydroxyphényl 

 

Cafféate  (4-β-D-

glucopyranosyloxy)-3-

hydroxyphenyl  

 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

[46] 

 

Acide R-(+)- rosmarinique  

 

Acide R-(+)-3’-O-β-D-

glucopyranosyl rosmarinique  
 

 

 

 

 

 
 

 

 

E. alpinum 

E. bourgatii 

E. maritimum 

E. campestre 

 

 

 

 

[64] 

 

Acide cafféique 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

[46] 

 

 

Acide chlorogénique  

 

 

 

 

 

E. alpinum 

 

 

 

[64] 
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Stéroïdes 

 

β-sitostérol 

 

3-O-β-D-glucopyranosyl β-

sitostérol 

 

 

 

 

 

E.  foitidum 

E. creticum 

 

 

 

 

[65,66] 

[51] 

stigmastérol  

 

 

3-O-β-D-glucopyranosyl 

stigmastérol 

 

 

 

 

 

 

Campéstérol 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

E. foitidum 

 

E. dichotomum 

 

 

 

 

 

 

 

[65-67] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Brassicastérol 

 

 

 

 

 

3α-choléstérol 

 

 

 

 

 

 

 

(-)-clérostérol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. foitidum 

 

E. agavifolium 

 

E. foitidum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[65] 
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 5
-avenostérol 

 

E. foitidum 

 

E. agavifolium 

 

E. foitidum 

 

 

 

 

 

 

 

 

[65] 

 

 

 

 

 

 

 5
-avenastérol 

 

 

 

 

 

 5,24
-stigmastadiénol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. foitidum 

 

 

 

 

 

 

 

[58] 
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Polyacétylènes 

 

Falcarinone 

 

Falcarinolone 

 

Falcarinol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. bourgatii 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

 

 

[68- 70] 

 

 

 

Youccifolol 

 

1,8-heptadécadiène-4,6-

diyne-3,9-diol 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. yuccifolium 

 

 

 

 

 

[68] 

(8E)-1,8-heptadécadiène-4,6-

diyne-3,10-diol 

 

 

 

E. agavifolium 

 

[42] 

(Z)-15-hydroxy-9,16-

heptadécadiène-11,13-diyne-

8-one 

(E)-15-hydroxy-9,16-

heptadécadiène-11,13-diyne-

8-one 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. agavifolium 

 

 

 

[42] 
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I.5.2 Autres composés isolés du genre Eryngium 

L’étude  phytochimique des espèces Eryngium montre la présence d’autres types de composés 

constitués de deux triméthylbènzaldéhyde (96 et 97) isolés de la partie aérienne des espèces 

Eryngium varriffolium [43], Eryngium bourgatti et Eryngium serbium [47] ; trois esters cis-

chrysanthème (98, 99, 100) des fleurs et des graines de l’espèce Eryngium planum [43] ; trois 

dérivés de l'ester méthylique de l’acide cis-crotonique (101, 102, 103) des espèces Eryngium 

bourgatti et Eryngium serbicum [47] ; deux cétones (104, 105) des feuilles des espèces 

Eryngium maritimum [43] et Eryngium creticum [71]. 

Le composé 10-hentriacontanone (104) est le composé marqueur de l’espèce Eryngium 

maritimum, il a été trouvé aussi dans les espèces bourgatti et campestre [47], en plus, 

plusieurs saccarides ont été identifiés dans le genre Eryngium tels que le saccarose (107), le 

furanose (110) le D-glucose (109), le D-mannitol (111), et le D-galactilol (112) isolés à partir 

des espèces Eryngium dichotomum [53], Eryngium creticum [41], Eryngium campestre [76] 

Eryngium caerueleum et Eryngium macrocalyx [77] ; et un acide 2-carboxypipéridine (113) 

de l’espèce Eryngium maritimum [78]. 

Le tableau 2 ressemble ces différents composés. 

 

 

 

 

 

 

 

(Z)-6-pentyl-2-[2-oxobutine-

(3)-ylidène] tétrahydropyrane 

 

 

 

 

 

(E)-6-pentyl-2-[2-oxobutine-

(3)-ylidène] tétrahydropyrane 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E. bourgatii 

 

 

 

 

 

 

[69,70] 
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Tableau I.2 : Autres composés isolés des espèces Eryngium 

Nom de composé La structure L’espèce Référence 

 

 

2, 3,4-triméthyl benzaldéhyde 

2, 3,6-triméthyl benzaldéhyde 

 

 

E.varrifolium 

E.bourgatti 

E.serbcum 

E.varrifolium 

E.bourgatti 

E.serbicum 

 

[36-38] 

 

 

 

Acétate Z-chrysanthényl 

 

Hexanoate Z- chrysanthényl  

 

Octanoate Z- chrysanthényl  

 

 

 

 

E.planum 

 

 

 

 

 

[36] 

 

[72] 

 

 

 

Crotonate 2-

angéloyloxyméthyl-Z- de 

méthyl 

 

 

Crotonoate 2-(2-

méthylbutyryloxy méthyl-Z- 

de méthyl 

 

 

 

 

 

E.bourgatti 

 

E.serbicum 

 

 

 

 

 

[38] 

 

 

 

 Crotonoate 2-

isovaléryloxyméthyl-Z- de 

méthyl 

 

 

E.bourgatti 

 

E.serbicum 

 

 

[38] 

 

10-hentriacontanone 

 

 

 

E.maritimum 

 

 

[36] 

 

 

Eicosa-8,11-diène-18-ol-2-

one 
 

 

 

E.creticum 

 

 

[73] 
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1-késtose 

 

 

 

 

 

 

Saccarose 

 

 

 

 

 

 

 

2-O-méthyl-α-D-

fructofuranose 

 

 

 

 

 

 

 

D-glucose 

 

 
 

 
 

 
 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

E.planum 

 

E.dichotomum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

E.planum 

 

E.dichotomum 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[74-75] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[74-75] 

 

 

 

 

 

D-furanose 

 

 

 

E.dichotomum 

 

 

[75] 

 

 

D-mannitol 

 
 

 

E.dichotomum 

E.creticum 

E.campestre 

E.caeruleum 

E.macrocaly 

 

[75-77] 
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D-galactitol 

 

 
 

 

 

E.creticum 

 

 

[51] 

 

 

acide carboxy -2- pipéridine  

 

NH

COOH

113  
 

 

 

E.maritimum 

 

 

[78] 
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II-1 Famille Lamiaceae 

Les Lamiacées appelées aussi Labiacées ou Labiées, est une importante famille de plantes 

dicotylédones qui comprend environ 6 900 espèces et près de 236 genres [79]. Ce sont le plus 

souvent des plantes herbacées, des arbustes et rarement des arbres ou des lianes, producteurs 

d'huiles essentielles, largement répandus autour du monde et dans tout type de milieux. La 

forme de la fleur et la présence d'huiles essentielles signent cette famille.  

II.1.1 Description botanique 

Pour la plupart des genres, Les feuilles sont opposées (parfois verticillées ou alternes) 

exstipulées, simples, rarement composées. Les jeunes tiges sont à section quadrangulaire.  

Les fleurs sont ordinairement hermaphrodites, souvent groupées en cymes compactes ou, plus 

rarement, solitaires en position axillaire. Le  calice est souvent persistant. Il est pentamère, 

possède cinq dents ou lobes et peut être bilabié. La corolle normalement pentamère est 

souvent bilabiée ou plus rarement plus ou moins actinomorphe avec quatre lobes (Mentha). 

Cette famille est très importante dans la flore algérienne. Certains genres sont de 

détermination délicate en raison de la variabilité extrême des espèces. De nombreuses espèces 

de cette famille sont des plantes mellifères, fréquentées par les abeilles [80-82]. 

II.1.2 Importance économique 

Cette famille est une importante source d'huiles essentielles et antibiotiques naturels pour 

l'aromathérapie et la parfumerie même si les parfums de synthèse tendent à remplacer ces 

essences. L'industrie des cosmétiques utilise également les Lamiacées pour leurs propriétés 

hydratantes et souvent antiseptiques. On y rencontre beaucoup d'espèces cultivées comme 

plantes condimentaires (sauge, thym, basilic, menthe etc.), On y trouve aussi des plantes 

ornementales (sauge par exemple) tant en extérieur qu'en intérieur (coléus) [83]. 

II-2 Genre Phlomis 

Le genre botanique Phlomis regroupe plus de 100 espèces de plantes vivaces appartenant à la 

famille des Lamiacées originaires surtout du pourtour méditerranéen et d'Asie. 

Ce sont des plantes herbacées ou des arbrisseaux, généralement très velus, à feuilles opposées 

simples, chaque paire de feuilles formant un angle droit par rapport à la précédente. Les 

fleurs, soit jaunes, roses, blanches, violacées ou pourprées, sont groupées en verticilles plus 

ou moins denses. Corolle à deux lèvres, la supérieure, légèrement échancrée au sommet, 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Famille_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Dicotyl%C3%A9done
https://fr.wikipedia.org/wiki/Esp%C3%A8ce
https://fr.wikipedia.org/wiki/Genre_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Arbre
https://fr.wikipedia.org/wiki/Huiles_essentielles
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plante_mellif%C3%A8re
https://fr.wikipedia.org/wiki/Abeille
https://fr.wikipedia.org/wiki/Antibiotique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Aromath%C3%A9rapie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Parfumerie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Cosm%C3%A9tique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Condiment
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sauge
https://fr.wikipedia.org/wiki/Thym
https://fr.wikipedia.org/wiki/Basilic_(plante)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Menthe
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plante_ornementale
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plante_ornementale
https://fr.wikipedia.org/wiki/Genre_(biologie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plante_vivace
https://fr.wikipedia.org/wiki/Lamiaceae
https://fr.wikipedia.org/wiki/Asie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Feuille
https://fr.wikipedia.org/wiki/Fleur
https://fr.wikipedia.org/wiki/Verticille
https://fr.wikipedia.org/wiki/Corolle
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formant un casque, l'inférieure trilobée à lobes plus ou moins apparents, quatre étamines. Le 

fruit est formé de quatre akènes inclus dans le calice persistant [84] 

II.2.1 Utilisations traditionnels des espèces Phlomis 

Un nombre élevé d'espèces Phlomis autour du monde ont le même mode d'utilisation, à savoir 

de la tisane (décoction ou infusion) pour traiter les problèmes gastriques, intestinaux, 

abdominaux (Phlomis bourgei...). D'autres espèces ont été décrites pour protéger, le foie, le 

rein, le cœur, les veines et l'os de différentes pathologies. Certaines espèces Phlomis ont été 

décrites pour traiter la fièvre, la toux et le froid, comme le Phlomis céphalotes et le Phlomis 

Plukenettii. D'autres espèces telles que le Phlomis Bovei, le Phlomis crinita et phlomis 

mauritanica sont utilisées sous forme de pates en Espagne [85], en Tunisie et en Algérie [81] 

comme cataplasme ou emplâtre pour traiter les brûlures, les lésions, les infections de la peau 

et les allergies. Cependant, la même espèce peut avoir des utilisations variables d'un pays à 

l'autre par exemple le Phlomis fruticosa est utilisé en Italie comme un agent antitussif et 

comme cicatrisant, alors qu'en Turquie et en Grèce, il est utilisé pour traiter les ulcères 

gastriques [86,87]. 

II.2.2 Usages ethnobotaniques des espèces Phlomis  

Certaines espèces ont des utilisations particulières dans leurs pays respectifs. Par exemple, la 

tisane multi-composants syriènne appelé "Zahraa" est un mélange complexe de feuilles et / ou 

de fleurs de 6 à 14 espèces, y compris le  Phlomis syriaca. Habituellement, ces thés sont 

consommés dans les ménages et dans les restaurants et les cafés de Damas. Le Phlomis 

purpurea, également connu sous Marioilas au Portugal à plus de 17 différents usages 

médicinaux dans ce pays. Il est directement ingéré pour traiter les douleurs gastriques, et son 

huile est utilisée en comme antispasmodique intestinal. En Espagne, cette plante est appelée 

"Matagallos" et l’infusion des parties aérienne est fréquemment utilisé pour traiter la prostate 

et les problèmes hépatiques. Le Phlomis lychnitis, nommé Candilera, est couramment utilisé 

en Espagne comme  tisane, pour traiter les douleurs gastro-intestinales et l'abdomen, comme 

un tonique sédatif, carminatives et astringent [87-89].  

II-3 Espèce Phlomis herba-venti 

II-3-1 Classification systématique 

L’espèce Phlomis herba-venti appartient au règne plantae, et sous règne tracheobionta,  elle 

fait partie de la classe des magnoliophyta, de la sous classe Asteridae, la famille lamiaceae, et 

de l’ordre des Lamiales, elle est connue sous le nom vernaculaire «Djeda» [81]. 

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/%C3%89tamine
https://fr.wikipedia.org/wiki/Fruit_(botanique)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ak%C3%A8ne
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II-3.2  Description botanique 

C’est une herbe annuelle à tiges dressées très ramifiées pyramidales, hautes de 20-50 cm. 

Feuilles inférieures lancéolées pétiolées, les supérieures lancéolées-linéaires, rapidement 

sessiles. La floraison est abondante. Les inflorescences sont formées de verticilles sur les 

tiges, Calice à longues dents épineuses presque aussi longues que le tube [81]. 

 

             

Figure I.2 L’espèce Phlomis herba-venti  

On peut rencontrer cette espèce sur les coteaux arides de la région méditerranéenne où elle est 

assez fréquente par endroits et rare ailleurs. 

II.3.3 Usage thérapeutique 

L’espèce Phlomis herba-venti est utilisée comme anti diarrhéique vétérinaire et pour apaiser 

les douleurs musculaires [81]. 

II.4  Activités biologiques 

Les études relatives à l'activité pharmacologique de ces espèces ont mis l'accent sur les effets 

antimicrobiens des huiles essentielles ou d'autres extraits. 

 Les activités antidiabétiques, antinociceptifs, antiulcérogènes, anti-inflammatoires, 

antiallergiques et anti-oxydantes de certains extraits d'espèces Phlomis ont été également 

signalés.  Les études les plus mentionnées ont été effectuées par l’utilisation des préparations 

brutes d'espèces Phlomis. En outre, Les espèces Phlomis aurea, Phlomis ocymifolia montrent 

une activité antidiabétique peut être due essentiellement à leur capacité à protéger le foie et 

l'intégrité du pancréas en réduisant le stress oxydatif dans le diabète ou en stimulant la 

production d'enzymes  impliquées dans le glucose métabolique [90].  
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Des propriétés analgésiques ont été signalées pour certaines espèces comme le Phlomis 

caucasica,  le Phlomis fruticosa, le Phlomis herba-venti et le Phlomis lychnitis [91]. 

En Turquie, Espagne, Iran, Syrie, Grèce et Portugal, la tisane (décoction, infusion) préparé 

avec des espèces Phlomis est utilisée comme digestif et pour traiter les ulcères et les douleurs 

gastriques. Ainsi, il n’est pas surprenant de constater que les extraits des ces espèces ont une 

activité antiulcérogène. Deux études différentes ont confirmé la gastro- activité de l’extrait 

aqueux des espèces Phlomis grandiflora et Phlomis crinita [92]. 

L'acide caféique, l'alcool phényléthylique, le phényle propanoide et les glycosides de 

phényléthylique isolés à partir de Phlomis armeniaca ont révélés  une activité cytotoxique 

contre plusieurs types de cellules cancéreuses. L’extrait méthanolique de l’espèce Phlomis 

fruticosa et Phlomis lanata ont une activité antioxydante [93,94].  

II.5.1  Etudes antérieurs sur le genre Phlomis 

Des études phytochimiques des espèces Phlomis ont montré la richesse de ce genre en 

métabolites secondaires en particulier, les huiles essentielles, les flavonoïdes, les iridoïdes, les 

glycosides de phényléthyle et d'autres composants ont été isolés du genre Phlomis.  

 Les huiles essentielles 

 Les huiles essentielles de nombreuses espèces Phlomis ont été étudiées au moyen de 

chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse (GC-MS). Ils sont 

composés d'huiles variables. En effet, ces différences séparent souvent les espèces Phlomis en 

quatre chémotypes [95]: 

 la première chémotype est riche en sesquiterpènes. Dans ce groupe, les deux 

composantes principales sont : le germacrène D (114) et le caryophyllène (115) [96]. 

 La seconde est riche en monoterpènes et sesquiterpènes ; les principaux composants de 

cette classe sont α-pinène (116), limonène (117), linalol (118), germacrène D (114) et β-

caryophyllène (115) [97]. 

 Les acides gras, les composés aliphatiques et alcool  (diterpène alcool,  l'alcool d'acide 

gras) constituent les principaux éléments de la troisième chémotype : ce groupe contient un 

fort pourcentage de l'acide hexadécanoïque (119), trans-phytol (120) et 9, 12, 15-

octadecatrien-1-ol (121) [98]. 

 La dernière chémotype est riche en terpènes,  acides gras, composés aliphatiques et 

alcool (l'alcool diterpénique, alcool acide gras, ...) les principaux constituants de ce groupe 

contiennent l'acide hexadécanoïque (119), α-pinène (116), germacrène D (114), monoterpènes 

et sesquiterpènes, respectivement. 
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(114)   Germacrène D (115)    b-caryophyllène (116)  a-pinène (117)  limonène

HO

(118)  linalool

HO

O

OH HO

(119)  Acide hexadecanoique

(120) trans phytol (121)  9,12,15-octadicatrièn-1-ol  

 

 Les flavonoides 

Comme on peut le voir dans le tableau II.1, les flavonoïdes sont les principaux composés 

isolés du genre Phlomis. Ceux-ci inclus l'apigénine (122), l’astragaline (126), le chrysériol 

(127), l’ériodictyol (132), la naringénine (135), la lutéoline (138), le kaempférol (151) et  

leurs glycosides. 

La majorité des flavonoïdes identifiés dans le genre  Phlomis sont les flavones, les flavonols 

et souvent 7 ou 3 glycosylée. Lutéoline-7-glucoside (139), luteolin-7-O-rutinoside (140), 

Chrysoeriol-7-p-coumaroylglucoside (141) et le chrysoeriol-7-glucuronide (145) constitue le 

plus couramment les flavonoïdes glycosylés isolées dans le genre Phlomis [98]. Le glycoside 

de flavone, tricine 7-O-glucoside (154), qui se trouve dans le Phlomis fruticosa est plutôt 

inhabituel dans la famille des Lamiacées [99]. 

 Les glycosides flavonoïdes, 7-O-glucosides, 7-O-glucuronides et 7-rutinoside, de l'apigénine, 

la lutéoline et chrysoeriol, la flavone C-glycoside vicenin-2 et la flavanone, la naringénine  et 

ériodictyol se retrouvent dans la majorité des espèces Phlomis et dans la famille des 

Lamiacées [100,101]. 
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 Les iridoides 

Un certain nombre d’iridoïdes glycosides ont été isolés à partir des espèces Phlomis. Les 

iridoïdes les plus fréquents sont le méthyle shanzhiside ester (158), le 8-O-ester méthylique 

acetylshanzhiside (159) et le lamiide (169), L’ester shanzhiside de méthyle a été signalée dans 

neuf espèces, Phlomis rotation, Phlomis younghusbandii, Phlomis rigida, Phlomis spinidens  

Phlomis longifolia var, Phlomis tubrosa, Phlomis lunariifolia, Phlomis medicinalis, Phlomis 

umbrosa [102-110].  

De nouvelles structures iridoïdes, le 3-epiphlomurin (165), phlomurin (172) et phlomioside 

(171) ont été isolées à partir du Phlomis aurea [110]. De plus, dans le Phlomis longifolia var, 

une nouvelle structure a été identifiée comme iridoïde phlomiol (170) [107-108], le composé 

8-O-acetylshanzhiside, est purifié à partir de Phlomis tuberosa. Le Phloyosides I (176) et II 

(177) ont été purifiés de l’espèce  Phlomis younghusbandii ainsi que les phlorigidosides A 

(173), B (174) et C (175) qui  ont été purifiés de l’espèce phlomis rigida. 

 Les phényléthyle Glucosides 

Le genre Phlomis est riche aussi en phényléthyles glycosides, par exemple, les composés 

verbascoside (actéoside) (179) et forsythoside B (180), ont été reportés respectivement dans 

les espèces p.arminica, p grandifolia, p.aurea, p.longifolia, p.tuberosa, p.samia, p.crinita et 

p.caucasica, comme on le voit dans le tableau II.1, les dérivés d'acide caféique conjugué sont 

considérés comme des caractères chemotaxonomique importants de la famille des Lamiacées.  

Le composé isoverbascoside (181) isolé des especes p.brunneogaleata et p. umbrosa, le 

leucosceptoside A (182) isolé des especes p.arminica, p.longifolia et p.tuberosa ; le 

martynoside (183) de l’espece p.physocalyx. D’autres structures ont été élucidées et 

nommées,  le phlomisethanoside , et le samioside  à partir du Phlomis samia [112,113]. 

L’alyssonoside a été caractérisée dans le Phlomis pungens var, du Phlomis integrifolia et du 

Phlomis  umbrosa [114-116], le  teucrioside a été isolé à partir du Phlomis armeniaca [117]. 
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Tableau II.1 composés isolés des espèces Phlomis 

Nom du composé Structure L’espece References 

Flavonoides 

 

Apigenine 

 

Apigenine-7-O-

glucoside 

 

Apigenine-7-O-

rutinoside 

 

Apigenine-7-O-p-

coumaroylglucoside 

 

 

 
 

 

 

P. lychnitis 

P. samia  

P. fychnitis 

 

P. aurea, P. floccose 

 

 

 

 

 

[118] 

[113] 

 

[99] 

 

 

 

 

Astragaline 

 

 

 

 

 

 

P. spinidens. 

 

 

 

[106] 

 

Chryseriol 

 

7-O-glucopyranosyl 

Chryseriol 

 

7-O-rutinoside 

chryseriol 

 

7-O-rhamnosyl glucosyl 

Chryseriol 

7-O-p-

coumaroylglucosyl 

Chryseriol 

 

 

 
 

 

 

P. lychnit, p. samia,  

P. fruticosa 

 

P. aurea, p. floccosa, 

p. caucasica 

 

P .Purpurea, p. 

Crinita 

 

 

 

 

 

 

[113-120] 
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Eriodictyol 

 

-3-glucopyranosyl 

kaempferol 

 

3-p-coumaroylglucosyl 

kaempferol 

 

7-glucopyranosyl 

naringenine 

 

7-p-coumaroylglucosyl  

naringenine 

 

 

 

 

 

P. fruticosa 

 

P. spectabilis 

P. caucasica 

 

P. purpurea 

P. aurea 

 

 

 

 

 

 

 

 

[120-124] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Luteoline 

 

7-O-glucopyranosyl 

luteoline 

 

7-O-rutinosyl Luteoline 

 

7-O-diglucosyl 

Luteoline 

 

7-O-p-coumaroyl 

glucopyranosylluteoline 

 

7-O-glucuronyl 

luteoline- 

7-O-rhamnosyl glucosyl  

luteoline- 

 

 
 

 

 

 

 

 

P. liychnitis 

P.crinita 

P. aurea 

P. floccosa 

P.purpurea 

P. fruticosa 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[119-123] 

 

 

 

 

 

 

7-glucuronyl chrysériol- 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. fruticosa 

 

 

 

[124] 
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Ermanine 

 

3-p-coumaroylglucosyl 

isorhamnetine 

 

 

 

 
 

 

 

 

P. samia 

P. purpurea 

 

 

 

 

 

 

[114] 

[122] 

 

 

Hespertine 

 

7-glucosyl hespartine 

 

 

 

 

P. fruticosa 

 

P. aurea 

 

 

[120] 

 

[100] 

 

 

 

 

 

Isoquercitine 

 

 
 

 

 

 

 

 

P. spinidens 

 

 

 

 

 

[107] 

 

kaempferol 

 

 (E-p-coumaroyl-״6)-3

glucopyranosyl 

kaempferol 

 

 

-3-(dimethylether׳7,4) 

 (p-O-coumaroyl-(E)-״6)

glucopyranosyl 

kaempferol 

  

 

 
 

 

 

 

 

 

 

P. spectabilis 

 

 

 

 

 

[124] 
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7-O-glucopyranodiyl 

tricine 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

(154) 
 

 

 

 

P.fruticosa 

 

 

 

[100] 

 

 

Vecinine 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

P. aurea, P. floccosa 

P. fruticosa 

 

 

 

 

 

 

[120] 

 

 

 

 

Phlomioside A 

 

 

Phlomioside B 

 

 

 

 

 

 

 

P. spinidens 

 

 

 

 

 

[107] 

 

Iridoides 

 

8-O-acetylshanzhide  

8-O-acetylshanzhide 

méthylester 

 

Auroside  

 

Barlerine(8-O-

acétylshanzhisigenine 

méthyl ester 

 

Dehydropentstemoside 

 

 

 

 

P. tuberosa 

P. rigida 

P. medicinalis, 

P. umbrosa 

P. younghusband 

P. younghsbandii 

P. rotata 

 

 

 

 

 

[104-109] 

 

 

[125-126] 
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Brunneogaleatoside 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. brunneogaleata 

 

 

 

 

 

 

 

 

[127] 

 

 

 

 

 

 

5-deoxypulchellosideI 

 

 

 

 

 

 

 

P. longifolia Var 

 

P. lunarifolia 

 

 

 

 

 

 

[106-108] 

 

 

 

 

 

 

3-Epiphlomurine 

 

 

 

 

 

 

 

8-epiloganine 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. aurea 

P. grandiflora Var 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[110-111] 

 

 

 

 

 

 

 

 

6-β-hydroxyipolamiide 

 

Ipolamiide 

 

Lamiide 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. rigida 

 

P. linearis, 

P. armeniaca 

P. aurea,  

P. brunogaleata 

 

 

 

 

 

 

[104] 

 

[126,127] 

 

[111] 
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Penstemoside 

Phlomiol 

 

 
 

 

 

 

P. younghusbandii 

 

P. longifolia Var 

 

 

 

[103] 

 

[106] 

 

 

 

 

Phlomioside 

(gentiobioside) 

 

 

 

 

 

 

P. aurea 

 

 

 

 

[128] 

 

 

 

 

 

Phlomurine 

 

 

 

 

 

 

 

P. aurea 

 

 

 

 

 

[111] 

 

 

 

 

Phlorigidoside A 

 

 

 

 

 

 

p. rigida 

 

 

 

 

[104] 



Chapitre I                                              Aspects botaniques et études antérieures 

                                                                                                     Partie II 

36 
 

 

 

 

 

 

Phlorigidoside B 

(8-O-acetyl-6-β-

hydroxyipolamide) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Phlorigidoside C  

(5-deoxysesamoside) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. rigida 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[104] 

 

 

 

 

 

 

[104-105] 

 

 

 

 

 

 

Phloyosides  I 

(7-epiphlomiol) 

 

 

Phloyosides II 

 

 

 

 

 

P. rotata,  

P. younghusbandii, 

P. mongolica,  

P. tuburoa 

P. medicinalis, 

P. umbrosa 

 

 

 

 

 

[102-103] 

 

[129-132] 

 

[109] 

[116] 

 

 

 

 

 

 

 

Pulchelloside I 

 

 

 

 

 

 

 

P. younghusbandii 

 

 

 

 

 

[125] 

    



Chapitre I                                              Aspects botaniques et études antérieures 

                                                                                                     Partie II 

37 
 

 

 

 

 

 

Sesamoside 

 

 

 

 

P. tuberosa 

P. younghusbandii 

 

 

 

[130] 

Glycosides 

phenylethylalcohol 

 

 

 

Acteoside 

(verbascoside) 

 

 

 

 

 

 

P. armeniaca 

P. grandifolia 

P. aurea 

P. longifolia Var 

 

 

 

 

[111-112]  

[131] 

 

 

 

 

 

 

Decaffeoylacteoside 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. tuberosa 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[132] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Forsythoside B 

 

 

 

 

 

 

 

P. brunneogaleata 

 

 

 

 

 

 

[108] 
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Isoverbascoside 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. brunneogaleata 

P. umbrosa 

 

 

 

 

 

 

 

[127] 

[176] 

 

 

Leucosceptoside A 

 

 

 

 

P. armeniaca 

P.longifolia Var 

P. physcalyx 

P. tuberosa 

 

 

 

[106] 

[129] 

 [131-132] 

 

 

 

 

 

Martynoside 

 

 

 

 

 

 

P. physocalyx 

 

 

 

 

[129] 

 

 

 

 

Myricoside 

 

 

Myricoside-3״-O-

méthylether 

 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

P. oppostifolia 

P. aurea 

 

 

 

 

 

 

[132] 

[110] 
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Phlomiséthanoside 

 

 

 

 

 

 

 

P. grandifolia Var 

P. angustissima 

 

 

 

 

 

[111] 

[133] 

 

 

 

Samioside 

 

Alyssonoside 

 

 
 

 

 

P. angustissima 

P. pungens Var 

P. anguistissima 

P. integrifolia 

 

 

 

[133-135] 

 

[116] 

 

II.5.2 Autres métabolites secondaires 

Dans le genre Phlomis, de nombreux autres métabolites secondaires sont rencontré tel que 

l'acétophénone glycoside, l’acridone alcaloïde, le glycoside alcool aliphatique, un groupe 

benzyle glycoside d'alcool, l'acide caféique esters, l’ester glycosyle diterpénoïde, les lignanes, 

le megastigmane glucoside, les monoterpènes glycosides, les néolignanes glucosides, les 

nortriterpènes, les oléananes type triterpènes glycoside, les phénols glycosides et les dérivés 

pyrrolidinium.  

Quatre nouvelles structures d'ester diterpène glucosylés ont été purifiées et caractérisées 

(Phlomisoside I, II, III et IV) à partir du Phlomis Younghusbandi et Phlomis Medicinalis 

[136] (Tableau II-2). 
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Tableau II.2 autres composés isolés des espèces phlomis 

Nom du composé Structures chimiques La source 

botanique 

Références 

Benzyl alcohol glycosides 

 

Benzyl alcohol-O-B -

xylopyranosyl-(1→2)- β-

glucopyranoside 

 

 

 

 

P. aurea 

 

 

  

[110] 

 

 

Ester de l’acide caffeique  

 

 

 

 

 

P. aurea 

 

 

[110] 

 

 

Acide chlorogenique  

 

 

 

P. 

brunneogaleata 

P. longifolia 

 

 

 

 

[127] 

 

 

 

Acide 3-O-Caffeoylquinique 

méthyl ester  

 

 

 

 

Acide 5 -O-

Cafféoylshikimique.  

 
 

 
 

 

 

 

 

 

P. 

brunneogaleata 

P. longifolia 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[127] 

 

 

 



Chapitre I                                              Aspects botaniques et études antérieures 

                                                                                                     Partie II 

41 
 

 

Diterpenoide glycosyl ester 

 

 

Baiyunoside  

Phlomisoside I  

Phlomisoside II  

 

Phlomisoside III  acid (β- D 

xylopyranosyl(l→2)-β - D-

glucopyranosyl ester-15,16-

epoxy-8,13 (16),14-

labdatrièn-19-oique) 

 

 

Phlomisoside IV acid ( α- L-

rhamnopyranosyh (1→2)-β - 

D-glucopyranosyl ester-

15,16-epoxy-8,13 (16),14-

labdatrièn-19-oique) 

 
 

 
 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

P. médicinalis 

P. youghusbandi 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

[136] 

 

 

 

 

 

Lignanes 

 

Lariciresinol-4-O-β-D-

glucoside  

 

 

 

 

 

 

P. spinidens 

 

 

 

[105] 

 

 

 

 

Liriodendrine 

 

 
 
 

 

 

 

 

P. Aurea 

P. 

Brunneogalata 

 

 

 

[110] 

[127] 
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Citroside  

 

 
 

 

 

 

P. spinidens 

 

 

[105] 

 

 

Phlomuroside 

 

 

 

 

P. aurea 

P. lunariifolia 

 

 

[110] 

[108] 

 

Monoterpènes glycosides 

 

Betulalbuside A 

 

1-Hydroxylinaloyl 6-O-β - 

D-glucopyranoside 

 

 
 

 

P. armeniaca 

P. lunariifolia 

 

P. samia 

P. carica 

 

[131] 

[108] 

 

[137] 
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I.1  Les polyacétylènes  

Les dérivés polyacétyléniques sont des composés caractéristiques de la famille des Apiacées,  

et quelques familles apparentées, ils possèdent habituellement une chaîne carbonée de  C10  à 

C18, Les composés acétyléniques sont des produits naturels comprenant une triple liaison 

carbone-carbone ou groupe fonctionnel alcynyle. Bien que pas toujours, le terme 

''Polyacétylènes "est souvent utilisé pour décrire cette classe de produits naturels [130]. 

Les produits naturels acétyléniques sont largement distribués, se trouvant dans les  mousses, 

les lichens, les champignons, les algues marines, les éponges, les tuniciers, les insectes, et les 

grenouilles. Ces composés tendent à être instables, soit a cause de l'oxydation, la photolyse, 

ou la décomposition pH-dépendante, qui prévoyait initialement d'importants défis pour leur 

isolement et caractérisation [138].  

I.1.1 Caractéristiques des Polyacétylènes 

Les polyacétylènes forment une classe importante du métabolisme secondaire présent 

dans plusieurs espèces de la famille des Apiacées (Ombellifères). Des études novatrices de 

Bohlmann (1988) et Bauer (2000) ont révélé beaucoup d’informations utiles au sujet 

de la structure, la chimie, et l’activité biologique de cette nouvelle classe de composés.  

Les variations structurales de ces composés se situent au niveau des longueurs de chaînes, du 

degré d’insaturation, des substitutions et de la configuration absolue des carbones 

asymétriques. Seuls quelques exemples sont présentés ici. 

Les structures chimiques de l’oxylipines bisacétyléniques falcarinol (1), le falcarindiol (2), et 

le falcarindiol-3-acétate d'éthyle (3) ont été signalés pour la première fois il ya environ 40 ans. 

Le falcarinol  a  été isolé d’abord à partir de Falcaria vulgaris ainsi que du Ginseng coréen 

[139 ,140], le falcarindiol et le falcarindiol-3-acétate de méthyle ont été rapportés 

phytochimiquement dans les carottes (Daucus carota L.) [141]. Plus tard, le falcarinol (1) et 

le falcarindiol (2) ont été trouvés dans plusieurs espèces de la famille des Apiacées;  le 

composé (1) dans le Petroselinum crispum, l’ Aegopodium podagraria, le Foeniculum 

vulgare et le composé (2) dans l’égopode Podagraire L [142,144] , le céleri (Apium 

graveolens L.), le panais (Pastinaca sativa L), et le persil (Petroselinum crispum L). En outre 

les composés (1), (2), (3), et autres bisacétylènes ont été identifiés dans les carottes,  le 

falcarinolone (4), le falcarindiol-3,8-diacétate (5), le falcarindione (6), et le 3-acétoxy-

falcarin-8-one (7) [141,145]. Les polyacétylènes de ce type sont moins fréquents dans les 

plantes alimentaires des autres familles, mais ils ont été trouvés dans les tomates et les 

aubergines de la famille Solanaceae [146,147]. 
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7  

Le falcarindiol (2) isolé à partir du Peucedanum oroselinum, du gummiferum Seseli et de 

l’Apium graveolens  présente une stéréochimie (3R, 8S). Cette stéréochimie a été déterminée  

par études du point de fusion des alcools hydrogénés correspondant [141] ou par expériences 

de rotation optique [149]. Le diol bisacetylenique isolé du  Dendropanax arboreus et de 

l’Oplopanax horridus présente une stéréochimie (3S, 8S) déterminée par application de la 

méthode de Mosher. Bien que certains stéréoisomères falcarindiol ont été préparés plus tôt 

dans la littérature [152,153].  

La famille Astéracée est aussi une source importante de dérivés polyacétyléniques, dans 

chacune des espèces Echinacées: l'amide acétylénique (E,E,Z)-N-isobutyl dodeca-2,4,10-

triène-8-ynamide (8) est un composé important de l’ Echinacée purpurea alors que la cétone 

(Z)-tétradeca-8-ène-11,13-diyn-2-one (9) est celui de l’Echinacé pallida ; les amides 

diacétyléniques (E)-N-isobutyl undeca-2-ène-8,10-diynamide (10), E-N-isobutyl dodeca-2-
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ène-8,10-diynamide (11) et (Z)-N-isobutyl undeca-2-ène-8,10-diynamide (12), isolés de 

l’Echinacée angustifolio [154,156].  

Une autre étude signale la présence d'un mélange complexe par extraction aux solvants des 

racines fraîchement séchées de l’Echinacée angustifolia [157] et comprenent plus de 12 

amides acétyléniques différents. 

 

 

La présence des polyacétylènes (13) et (14) dans une éponge du genre Petrosia  [158] a été 

mise en évidence  pour la première fois en 1980. 

Le (3S, 28R)- pétrocortyne F (15) a une activité significative sur un panel de cellules 

tumorales humaines et inhibe la réplication de l’ADN. Le pétrocortyne E (16), dérivé du 

pétrocortyne F (15), présente la même configuration au niveau des carbones asymétriques 

mais possède une fonctionnalité énol inversée [159,160]. 

 

I.1.2  Le Rôle Bioactif des Polyacétylènes  

Les polyacétylènes non seulement sont des composés chimiosystématiques intéressants et 

marqueurs pour un certain nombre de familles de plantes supérieures comme la famille des 

Apiacées et des Astéracées, mais aussi ils sont connus pour présenter des effets nématocides, 
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qui pourraient être utilisés dans l'agriculture biologique [152]. Par leur présence considérable 

dans les aliments, ils possèdent une grande importance  ainsi que plusieurs activités 

biologiques intéressantes. 

Les polyacétylènes sont des composés antifongiques puissants et antibactériens. Ils sont 

également connus comme des inhibiteurs de plusieurs enzymes tels que le diacylglycérol 

acyltransférase, la synthase inductible de l'oxyde nitrique,  la protéine de transfert d'ester de 

cholestéryle ainsi que les microsomes et les enzymes mitochondriales. Des expériences in 

vitro indiquent que certains polyacétylènes peuvent présenter des activités antiallergiques [et 

anti-inflammatoires [161,171]. En outre, le falcarinol a été signalé comme le polyacétylène le 

plus bioactif présent dans les carottes, et a montré une activité cytotoxique contre les cellules 

tumorales. Le falcarinol à des concentrations basses (35 µg/g de racine de la carotte 

lyophilisée) a un effet sur le développement de cancer du colon des rats. Finalement, le 

falcarinol et le falcarindiol ont une activité fongicide sur les maladies de la résistance des 

plantes [172,173]. 

Les polyacétylènes se sont révélés être cytotoxiques contre plusieurs lignées de cellules 

cancéreuses solides et leucémiques et de potentialiser la cytotoxicité d'autres médicaments 

anticancéreux. Par exemple: le panoxytriol inhibe rapidement la respiration cellulaire dans des 

cellules de mélanome B16  des souris greffées [174]. D'autres dérivés polyacétyléniques 

isolés de l'espèce végétale Rudbeckia hirta ont montré des propriétés insecticides contre les 

larves des moustiques [175]. 

Les fonctions biologiques des polyacétylènes consisteraient à protéger les éponges contre les 

champignons, les bactéries, la fixation de larves (Ascidies et Crustacés) et les poissons [158], 

Par ailleurs, plusieurs autres propriétés biologiques ont été mises en évidence pour ces 

molécules : anti-HIV par inhibition des protéases et de la transcriptase inverse, inhibition des 

H+, K+- ATPases, activités immunosuppressives et anti-cancéreuses. 

I.1.3 La biosynthèse des polyacétylènes 

Une comparaison des structures des polyacétylènes avec celles des acides oléique, linoléique, 

crepenynique et deshydrocrepenynique  permet  de supposer que les polyacétylènes sont 

biosynthétisés à partir de ces  derniers  comme précurseurs. De nombreuses études ont 

confirmé cette hypothèse et  qu'elles sont construites à partir d'unités acétate et malonate. 

Cependant, il existe quelques travaux dans ce domaine pour déterminer une voie 

biosynthétique assez claire.  Nous nous intéressons dans ce qui suit à l’étude de la biosynthèse 

générale de l’acide crépénynique.  
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I.1.3.1  La voie de la crépénynate 

La voie crépénynate pour la biosynthèse de produit naturel acétylénique a été examinée à 

plusieurs reprises dans les plantes et les champignons (moisissures) au cours des 50 dernières 

années (figure I.3.1). La voie est alimentée  par des lipides acétates dérivés d'acyle provenant 

du métabolisme primaire et se transforment  en acide linoléique (2C) puis en acide 

crépénynique (2E) avec l’apparition de la liaison acétylénique  entre C-12 et C-13. La 

déshydrogénation (désaturase) de 2E  en (14Z) - acide déshydrocrépénynique (2G) a été 

rencontrée dans les champignons mais, à quelques exceptions près, le 2G  n’apparait  pas dans 

les plantes [41,42]. Trois équivalents H2 sont éliminés de 2G par une série de transformations 

non élucidées menant à l'acide triynoique (2M). A chaque niveau de déshydrogénation dans la 

voie crépénynate, les acides gras peuvent être transformés en composés avec des chaînes de 

longueurs différentes entre C-8 et C-18. Certains déplacements des insaturations sur la série 

principale semblent conduire à un nombre important de polyacétylènes à travers plusieurs 

étapes, tels que les dérivés (ène)-diyne-diène (2O), qui est un précurseur des métabolites en 

C-14 dans les composés non-alkamides du genre Heliantheae [168].  
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Figure I.3.1 : Biosynthèse générale de l’acide crépénynique et les acides 

gras dérivés de la Voie crépénynate 
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Figure I.3.2 Composés naturels produits par la voie crépénynate 

 

Par la suite, Bohlmann et al ont montré que les acides gras à chaîne longue étaient nécessaires 

pour les premières étapes de la biosynthèse des polyacétylènes 3A, 3B, 3C [177]. 
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Figure I.3.3 La biosynthèse de falcarinol et ses dérivés 

 

I.1.4  Etude Chimique des Polyacétylènes 

I.1.4 .1 Extraction des polyacétylènes  

Les polyacétylènes sont généralement des composés peu polaires. Leur extraction se réalise 

en utilisant des solvants apolaires (hexane, éther de pétrole) ou des solvants plus polaires 

comme le chloroforme et l’acétate d’éthyle. Ils sont présents dans les parties aériennes et les 

racines, mais ils sont moins stables après leur isolement, ceci est due à la présence des 

doubles et des triples liaisons. 

I.1.4.2 Séparation et purification 

Les extraits apolaires contenant les polyacétylènes sont séparés sur différentes phases 

stationnaires chromatographiques ; le gel de silice (SiO2) et le Séphadex (LH20). Les 

systèmes d’élution sont généralement des gradients de polarité (hexane /AcoEt) : éther de 

petrole/AcoEt) sur des colonnes ouvertes de gel de silice ou des systèmes isocratique 

(CHCl3/MeOH : 1/1) sur des colonnes ouvertes de Séphadex. Plusieurs polyacétylènes sont 
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des mélanges de stéréoisomères, d’où la nécessité d’utiliser d’autres techniques 

chromatographiques puissantes, notamment l’HPLC. 

I.1.4.3 Analyse structurale des polyacétylènes 

Les fonctions chimiques servent généralement à caractériser des produits chimiques donnés. 

Ainsi les triples liaisons sont utilisées pour identifier les dérivés polyacétyléniques par 

spectroscopie IR et Raman, UV, RMN (1D et 2D) et  la spectrométrie de masse. 

La résonance magnétique nucléaire (RMN) du proton 
1
H et de carbone

13
C : constitue la 

technique la plus utile pour l’élucidation des structures de ce type de composés. Toutefois, 

l’utilisation de l’RMN 2D (COSY, HMQC, HMBC) est d’une grande importance pour la 

détermination de la séquence structurale. La stéréochimie des centres chiraux peut être 

déterminée par d’autres méthodes spectroscopiques telles que la NOESY et NOE différence, 

ainsi que par les méthodes chimiques comme la réaction de Mosher.  

 

I.2 Les lignanes  

Le terme lignane a été introduit par Haworth (1936) pour décrire un groupe de dimères de 

phénylpropanoïde dont les unités phénylpropanes sont liées par le carbone central (C8) du 

groupement propane de leur chaîne latérale. Les phénylpropanoïdes (C6-C3) doivent leur nom 

à leur structure dérivée de la phénylalanine : un noyau aromatiqu e (C6) avec une chaîne 

propane (C3) (figure I.2.1). En 1969, Mc Credie et al, proposent d’étendre le terme afin 

d’inclure tous les composés naturels de faible poids moléculaire dérivant du couplage 

oxydatif d’unités hydroxyphenylpropènes, puis Gottlieb, en 1972, introduit le terme 

néolignane pour décrire des composés de deux phénylpropanes liés autrement que par une 

liaison C8-C8’. Lorsqu’il n’y a pas de liaison directe C–C entre les unités C6-C3 mais liés par 

un atome d’oxygène d’éther, le composé est appelé oxynéolignane. Il existe d’autres types de 

lignanes tels que les sesquinéolignanes (ayant trois unités de C6-C3) et les dinéolignanes 

(contenant quatre unités de C6-C3 [178]. 

Les lignanes se trouvent souvent dans le bois des Gymnospermes et dans les tissus soumis à la 

lignification chez les Angiospermes [179]. Les graines de lin sont la source la plus importante 

de lignanes, viennent ensuite, les lentilles, les haricots blancs, les graines de céréales et 

certains légumes. Ils ont été découverts dans toutes les parties des plantes : les racines, les 

feuilles, les fruites est les graines [180,181]. 
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Figure I.2.1 : Structure des lignanes  

I.2.1 Diversité structurale et nomenclature des lignanes  

Les lignanes sont répartis en huit groupes structuraux (figure 1.2.3), classés selon le mode 

d’incorporation d’atome d’oxygène dans le squelette carboné et selon le type de cyclisation  

 

 

Figure I.2.3  Les huit groupes structuraux de lignanes 
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À cette diversité structurale des lignanes, s’ajoute une diversité énantiomérique dépendant en 

grande partie de la configuration absolue des carbones C8 et C8’. C’est cette configuration 

particulière qui est à l’origine des propriétés optiques des lignanes [182] 

O

O

HO

OH

OCH3

OCH3

O

O

HO

OH

OCH3

OCH3

8 8'
8 8'

(+)-pinorésinol
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 I.2.2 Activités biologiques des lignanes 

Les fonctions biologiques in planta des lignanes restent inconnues. La forte toxicité de 

certains de ces composés, tels que la podophyllotoxine, a mené au postulat, généralement bien 

accepté, que les lignanes pourraient être des molécules de défense protégeant la plante contre 

les herbivores et les pathogènes . À l’appui de ce postulat, il existe des travaux qui ont mis en 

évidence des propriétés insecticides, antifongique ou encore antibactérienne, antivirale, 

antihépatotoxique, anticancéreux, et antimicrobienne. Les lignanes possèdent également des 

propriétés antioxydante [183,187]. Leur accumulation dans certaines graines oléagineuses 

(dans les graines de lin par exemple), pourrait suggérer un rôle de protection des acides gras 

contre les phénomènes d’oxydation. Les lignanes diarylfuranofuraniques tels que le sésaminol 

ont démontré des propriétés antioxydante expliquant ainsi la stabilité de cette huile [188].  

I.2.3 La biosynthèse des lignanes 

I.2.3.1 Précurseurs des lignanes  

Les précurseurs des lignanes et lignines sont les monolignols, eux-mêmes issus de la 

phénylalanine. La synthèse des précurseurs de lignanes utilise la voie générale des 

phénylpropanoïdes (figure I.2.4). Dans cette voie la phénylalanine (elle-même issue de la 

voie du shikimate) est convertie en acide trans-cinnamique, qui subira par la suite des étapes 

successives d’hydroxylation et de méthylation pour donner l’acide para-coumarique, l’acide 

caféique, l’acide férulique, l’acide 5-hydroxyférulique et l’acide sinapique. Les acides 

hydroxycinnamiques sont largement estérifiés avec une diversité de composés [189].  
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Chez les plantes, les acides hydroxycinnamiques sont des composés centraux, dans le 

métabolisme des composés phénoliques végétaux, impliqués dans les mécanismes de défense, 

dans l’inhibition ou l’activation d’enzymes et dans la morphogenèse. De plus, les acides 

hydroxycinnamiques sont les précurseurs d’un grand nombre de classes de composés tels que 

les lignines, les lignanes et les flavonoïdes. Puis cette voie de biosynthèse se poursuit par la 

voie des monolignols (figure I.2.4). La formation de l’alcool coniférylique, précurseur 

commun de la plupart des lignanes et néolignanes, est le résultat de deux étapes de réductions 

successives catalysées par la cinnamoyl-CoA réductase (CCR), qui lorsqu’elle utilise le 

féruloyl-CoA en tant que substrat conduit à la formation du coniféraldehyde suivie de la 

coniféraldéhyde déshydrogénase (CAD). Ces deux réductases sont dépendantes du NADPH et 

sont responsables de la formation des monolignols, en particulier de l’alcool coniférylique. 

 

PAL : phénylalanine ammonia-lyase; C4H : cinnamate 4-hydroxylase ; C3H : coumarate 3-

hydroxylase ; 4CL : 4-coumarate:CoA ligase ; COMT : cafféate O-méthyltransférase ; 

CCoAOMT : cafféoyl-CoA O-méthyltransférase ; F5H : férulate 5-hydroxylase ; CCR : 

cinnamoyl-CoA réductase ; CAD : alcool cinnamylique déshydrogénase. 
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Figure I.2.4: Voie de biosynthèse des phénylpropanoïdes et des monolignols  
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Les diverses structures de lignanes sont élaborées par dimérisation oxydante de deux unités 

d’alcools coumariques appelées unité monolignols. Cette dimérisation implique une 

radicalisation oxydative des monolignols suivie d’un couplage radicalaire combinatoire entre 

les carbones C-8 des chaines latérales propényles formant les liaisons les plus fréquentes  

C8-C8ʹ, C8-C1’ et C8-C3’ (figure I.2.5) [190]. 
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Figure I.2.5  Biogénèse des lignanes 
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I.2.4 Méthodes d’analyses des lignanes  

L’analyse des lignanes a pour objectif de détecter et de quantifier (lorsque cela est possible) 

les lignanes contenus dans une plante. La séparation des différentes molécules d’un extrait de 

plante étant un pré-requis indispensable à la détection des molécules étudiées, l’utilisation de 

techniques séparatives est considérée comme faisant partie intégrante de l’analyse des 

lignanes.  

Différentes techniques ont été développées pour l’analyse quantitative des lignanes, d’autres 

sont plus particulièrement adaptées à l’analyse qualitative. Les méthodes les plus 

communément utilisées sont la chromatographie sur couche mince (CCM), la 

chromatographie liquide à haute performance (HPLC), et moins fréquemment, la 

chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse (LC-MS), la chromatographie 

gazeuse (GC) et la chromatographie gazeuse couplée à la spectrométrie de masse (GC-MS). 

Une méthode de chromatographie électrocinétique micellaire (MEC) pour l’analyse des 

lignanes a également été mise au point, mais cette méthode est peu utilisée.  

 

I.3 Les flavonoïdes 

Le terme flavonoïde désigne une très large gamme de composés naturels appartenant à la 

famille des polyphénols. Ils sont considérés comme des pigments quasi universels des 

végétaux, structurellement, les flavonoïdes se repartissent en plusieurs classes de molécules, 

dont les plus importantes sont les flavones, les flavonols, les flavanones, les dihydroflavonols, 

les isoflavones, les chalcones, les aurones, les antocyanes, et les tanins. 

Ces diverses substances se rencontrent à la fois sous forme libre ou sous forme de glycosides 

[191]. Ils dérivent tous de la flavone (ou 2- phénylchromone) et existent le plus souvent à 

l’état naturel sous forme d’hétérosides (les flavonosides). 

On les trouve, d’une manière très générale, dans toutes les plantes vasculaires, ou  ils peuvent 

être localisés dans divers organes : racines, tiges, bois, feuilles, fleurs, et fruits. Leur 

concentration est maximale dans les organes jeunes et dans les tissus externes et aériens car la 

lumière stimule leur biosynthèse [192]. 
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I.3.1 Structure chimique et classification  

De nos jours, plus de 4000 flavonoïdes ont été identifiés. Ils ont une origine biosynthétique 

commune et par conséquent, possèdent, tous un même squelette de base à quinze atomes de 

carbone, constitué de deux unités aromatiques, deux cycles en C6  (A et B), reliés par une 

chaîne en C3 (figure I.3.1) [193]. 

A

B

C

 

Figure 1.3.1: Squelette de base des flavonoides 

I.3.2 Classification  

Tous les flavonoïdes peuvent être classés en plusieurs groupes selon le degré d’oxydation du 

cycle pyranique central (la chaine en C3) [194], le noyau B est relié à l’hétérocycle C dans les 

positions 2, 3 ou 4 (figure I.3.2).                                                                       

  

Figure I.3.2 : Représentation des principaux groupes de flavonoïdes 
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I.3.3 La biosynthèse des flavonoïdes  

La  biosynthèse des flavonoïdes (figure I.3.3) se fait à partir d’un précurseur commun,  la 4, 

2', 4', 6', -tétrahydroxychalcone. Cette chalcone de couleur jaune est métabolisée sous l’action 

d’enzyme, la chalcone isomérase, en flavanone (1)  naringénine. C’est sur cette   dernière 

qu’agit ensuite la flavone synthase ou la (2S)-flavanone-3-hydroxylase pour donner la 

formation de la flavone (2), apeginine ou le dihydroflavonol (3), (2R, 3R) dihydrokampférol, 

respectivement. Le dihydroflavonol, en présence de la flavonol synthase ou la 

dihydroflavonol -4-réductase, se métabolise en flavonol (4), kampferol ou en flavan-3,4-diol 

(5), leucoanthocyanidol (7), sous l’action de la 3-O-glycosyl- transférase, se transforme en 

anthocyanoside (8), pélargonidol-3- glucoside. 

Les composés de chaque sous-classe se distinguent par le nombre, la position et la nature des 

substituant (groupements hydroxyles, méthoxyles, et autres) sur les deux cycles aromatiques 

A et B et la chaîne en C3 intermédiaire. On trouve très souvent les flavonoides sous forme de 

glycosides à l’état naturel. Une ou plusieurs de leurs fonctions hydroxyles sont alors 

glycosylés [194]. 
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Figure I.3.3  Biosynthèse des flavonoides 
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I.3.4 Propriétés des flavonoïdes  

Les flavonoïdes sont présents dans toutes les parties des végétaux supérieurs : racines, tiges, 

feuilles, fleurs, pollens, fruits, graines, bois….certains flavonoïdes sont spécifiques de certains 

tissus. Les anthocyanes sont plutôt localisés dans les parties externes des fruits, des fleurs et 

des feuilles. Les chalcones se trouvent plus fréquemment dans les pétales des fleurs [195]. 

Une des propriétés majeures des flavonoïdes est de contribuer à la couleur des plantes et 

notamment à celle des fleurs. Or, c’est par la couleur de ses fleurs que la plante exerce un 

effet attracteur sur les insectes et les oiseaux pollinisateurs, assurant par ce biais une étape 

fondamentale de sa reproduction. On peut également noter que les flavonoïdes, en repoussant 

certains insectes par leur goût désagréable, peuvent jouer un rôle dans la protection des 

plantes [196]. 

Les flavonoïdes présentent un intérêt thérapeutique qui date de la découverte de la vitamine C 

par Szent Gyorgyi (prix Nobel, 1937), chercheur de l’université de Szeged (Hongrie). Si tous 

les flavonoïdes n’absorbent pas dans le domaine du visible, ils présentent tous une bande dans 

l’ultraviolet proche du visible. Certains dont l’absorption en UV est importante, protègent la 

plante vis-à-vis des rayons UV-B de la lumière du soleil. 

Les flavonoïdes présentent plusieurs activités : antioxydante, antivirale, anti-tumorale, anti-

inflammatoire, antiallergique, anticancéreuse ainsi que d’autres activités particulières : 

diurétique, antispasmodique [197,199]. 

I.3.5 Analyse structurale des flavonoïdes  

L’identification des structures flavoniques  est basée essentiellement sur les différentes 

techniques spectroscopiques telles que la résonance magnétique nucléaire (R.M.N) avec ses 

différents modes (1 H, 
13

C, COSY, etc.…), la spectrométrie de masse (SM) avec différents 

type d’ionisation : impact électronique (IE), ionisation chimique (IC) et bombardement des 

atomes accélérés (FAB) ainsi que la spectrophotométrie UV-visible qui reste la méthode de 

choix pour ce type de composés. Elle donne des indications importantes sur la nature du 

flavonoïde. Toutefois, la fluorescence sous lumière UV et les valeurs de leur Rf dans 

différents systèmes de solvants donnent des informations utiles.  
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II.1 Les iridoïdes 

II.1.1 Définition 

Les iridoïdes sont des monoterpènes caractérisés par un squelette cyclopentane fusionné à un 

cycle à six atomes dont un d'oxygène. Parfois désigné par le terme iridane. Le groupe des 

iridoïdes comporte actuellement près de 1700 composés identifiés [198,199]. Les 

représentants majoritaires de ce groupe sont les hétérosides d‘iridoïdes. 
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Figure II.1 : Structure du squelette iridane 

Le groupement méthyle (C-10) généralement porté par le carbone C-8, peut être plus ou 

moins oxydé: hydroxy méthyle (aucuboside), époxyde (valtrate). Rarement, il est carrément 

absent comme dans le cas du deutzioside  [200]. 
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Les iridoïdes doivent leurs noms aux fourmis Iridomyrmex detectus à partir desquelles ont été 

isolées des composés de défense propre à ces insectes en 1956.  Le premier iridoïde à être 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Cyclopentane
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isolé est l‘iridodial, un 1,5-dialdéhyde en équilibre avec la forme lactol  représentant la 

structure de base des iridoïdes [201]. 

O

H

H

O

O

OH  

Figure II.2 Structure de l’iridodial 

Il est aussi admis que les sécoiridoïdes, issus de la rupture de la liaison C7-C8 du noyau 

cyclopentanique appartiennent aussi à l’iridoïdes [202]. Par extension les iridoïdes simples 

(non hétérosidiques) et les bisiridoïdes peuvent aussi être désignés par le terme général 

iridoïde. 
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Figure II.3 Structure de sécoiridoides 

Les iridoïdes sont répandus dans le règne végétal. Ils sont présents uniquement dans les 

dicotylédones en particulier chez les Asteridées, Dipsacales, Gentianales, Plantaginales, 

Rubiales et Scrophulariales [203]. 

II.1.2  Classification des iridoïdes  

Plusieurs classifications des iridoïdes ont été proposées. Parmi celles-ci, H. Franzyk considère 

trois catégories :  

-  Les iridoïdes simples 

-  Les hétérosides d‘iridoïdes (regroupant les iridoïdes carbocycliques, les sécoiridoïdes 

et les bis-iridoïdes. 

-  Les iridoides alcaloïdiques 
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II.1.2.1 Iridoïdes simples 

Les iridoïdes simples peuvent être alcaloïdiques, polycycliques, esters et éthers internes. Les 

structures les plus simples ont été identifiées dans les plantes. On peut citer l’iridoïde simple 

appelé népétalactone, constituant odorant majeur d’une plante labiée Nepeta cataria L. 

nommée également herbe à chat en raison de son effet attractif pour les chats [204]. 
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Les iridoïdes lactoniques peuvent être subdivisés en deux groupes de types I et II, selon 

l’orientation régiochimique de la lactone par rapport au noyau cyclopentanique fonctionnalisé 

[198]. Dans le cas des iridoïdes de types I représentés par l'iridomyrmecine et 

l'isoiridomyrmecine isolés respectivement de Iridomyrmex humilis Mayr. et 

Iridomyrmex nitidus Mayr. Le groupement carbonyle de la lactone est en position C-3. Dans 

le cas des iridoïdes de type II comme les composés dihydronepetalactone et 

isodihydronepetalactone, ce dernier est en position C-l [205,207]. 
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II.1.2.2 Iridoïdes glycosides 

Dans la majorité des hétérosides, le glucose est relié à la génine par une liaison osidique entre 

l‘hydroxyle en C1 de la génine avec l‘hydroxyle porté par le carbone anomérique du D-

glucose, mais rarement, la liaison hétérosidique s’établit avec l’hydroxyle en C-11, comme dans le 

cas de l’ébuloside , iridoïde isolé de la famille Caprifoliaceae , Plus rarement le sucre peut être un 

rhamnose, un arabinose (jioglutoside ou un oligosaccharide (rehmannioside [208,210] 
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II.1.2.2.a  Iridoïdes carbocycliques 

Les iridoïdes possèdent généralement 10 atomes de carbone (loganine, géniposide), parfois le 

cycle pyranique est ouvert (népétariaside) [211,214]. 
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Il existe aussi des composés à 9 carbones. Dans ces composés, il existe les carbones C10 

(aucuboside, catalpol, harpagoside)  ou C11 (mentzefoliol, randioside ). 
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Les composés en C8 sont plus rares et ne possèdent pas les carbones C10 et C11 (unédoside, 

thunbergioside). 
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II.1.2.2.b  Sécoiridoïdes.  

Les séco-iridoïdes sont issus de la rupture de la liaison C7-C8 du noyau cyclopentanique 

[215]. 

Les différentes génines sécoiridoides se caractérisent par certaines fonctionnalités : 

-  La présence d’un groupe vinyle en C9 sous forme de lactone (sweroside, 

gentiopicroside) ou ouverte (sécologanoside) [216,219]. 
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- La  Présence d’un groupement éthylidène  oléoside ou hydroxyéthylidène (10- 

hydroxyoléoside-11 -méthylester en C9. Présence d‘un acide carboxylique estérifié 

(oleuropéine) [220,222] ou non. 

O

HO2C

CO2H
H

OGlc

oléoside

O

HO2C

CO2Me
H

OGlc

10-hydroxyoléoside-11 -méthylester

HO
O

CO2Me
H

OGlc

OHO

HO

O

oleuropéine
 

 

- La présence d‘une structure tricyclique : par refermeture en C8 via une liaison C-O, 

comme pour le sécogalioside [223] : 

OO

H

H
OGlc

O

CO2Me

HO

OH

secogalioside  

II.1.2.2.c  Bis-iridoïdes 

La forme bisiridoïdique résulte de la dimérisation des iridoïdes et des séco-iridoïdes. Le 

composé nommé picconioside I, bisiridoïde isolé de Picconia excelsa, est constitué d’une 

partie loganine (partie a) estérifiée par la deoxyloganine (partie b). Le cantleyoside  isolé de 

Pterocephalus perennis résulte d’une dimérisation de la loganine et d’un séco-iridoïde 

(sécologanine). Il peut y avoir également dimérisation de deux sécoiridoides comme constatée 

dans le cas du jasamplexoside A, isolé du genre Jasminum [224,227]. 
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II.1.2.3 iridoides alcaloïdiques 

Peu d‘iridoïdes alcaloïdiques naturels sont décrits, de plus il s‘agit souvent d‘artéfacts 

d‘extraction réalisées en présence d‘ammoniaque. Il existe quatre types  d‘alcaloïdes 

monoterpéniques : 

- Les alcaloïdes monoterpéniques dérivés de pyridine comme le (-)-actinidine [228]. 

- Les alcaloïdes monoterpéniques dérivés de pipéridine comme  le (+)-skytanthine [229]. 

- Les alcaloïdes monoterpéniques glycosidiques comme le bakankoside [230]. 

- Les alcaloïdes monoterpéniques indoliques comme la strictosidine [231] qui proviennent du 

sécologanoside. 
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II.3  Propriétés écologiques et pharmacologiques 

II.3.1  Rôle des iridoïdes dans l’écologie végétale 

Les iridoïdes en général, sont des substances qui jouent un rôle majeur dans les relations 

hôteprédateur entre les végétaux producteurs d‘iridoïdes et les insectes herbivores mais aussi 

entre les insectes et leurs prédateurs (oiseaux, araignées …) [232-233]. Par exemple, 

l‘aucuboside intervient dans la spécialisation des insectes herbivores pour certaines espèces de 

plantes. Dans certains cas, la plante le sécrète comme substance toxique ou dissuasive 

(amertume de l‘aucuboside) pour se protéger contre les insectes phytophages (des larves de 

papillons) [234]. Dans d‘autres cas, il stimule l‘appétit et l‘oviposition de certaines espèces de 

papillons. Il existe aussi des espèces d‘herbivores capables de séquestrer les glucosides 

d‘iridoïdes (GI) comme le catalpol, ou l‘aucuboside, pour s‘en servir comme agents défensifs 

contre leurs prédateurs. Ainsi les iridoïdes jouent un rôle important dans les interactions entre 

le monde végétal et animal [235]. 

II.3.2 Propriétés pharmacologiques  

Les iridoïdes sont fréquemment présents dans les feuilles de plantes utilisées en phytothérapie 

et en médecine traditionnelles pour leurs propriétés  toniques amères, antipyrétiques, 

antitussives, hypotensives et dans le traitement de diverses affections et plaies cutanées. 

Certaines plantes à iridoïdes sont inscrites à la pharmacopée comme : 

        -L‘harpagophyton (Harpagophytum procumbens, Pedaliaceae). Les racines sèches 

utilisées pour le traitement symptomatique des manifestations articulaires mineures, peuvent 

contenir jusqu‘à 2 % d‘harpagoside. 

         -La gentiane (Gentiana lutea, Gentianacea), dont les racines sèches sont utilisées 

comme stimulant de l‘appétit. Elles peuvent contenir jusqu‘à 9 % de gentiopicroside. 

-L‘olivier (Olea europaea, Oleaceae), dont les feuilles sèches ont des propriétés 

hypotensives, hypoglycémiantes et diurétiques. Elles peuvent contenir jusqu‘à 9 % 

d‘oleuropéine. 

A partir des usages traditionnels des plantes à iridoïdes, de nombreux travaux se sont 

intéressés aux activités biologiques et pharmacologiques d‘iridoïdes et de sécoiridoïdes. Ces 

travaux ont montré que ces composés possèdent de multiples activités biologiques et plusieurs 

revues [236,238] font état d‘activités pharmacologiques de type anti-allergique, hypotensif, 

anti-hépatotoxique, cholérétique, hypoglycémiant, purgatif, anti-inflammatoire, 

antispasmodique, antitumoral, antiviral et antibiotique.  
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II.4 Biosynthèse des iridoides 

Les Iridoides sont des monoterpènes en C10 et dérivent du géraniol [239]. Les éléments de 

base des terpénoïdes sont les unités de l'isoprène en C5, sous forme d’isopentenyl 

pyrophosphate (IPP) et de dimethylallyl pyrophosphate (DMAPP).  

La plupart des iridoïdes carboxyliques dérive de la 8-β-loganine. La conversion du géraniol en 

loganine (Figure II.4.1) passe par différentes étapes, impliquant les intermédiaires suivants : 

10-oxogeranial, iridodial, iridotrial et l’acide deoxyloganique [240]. 
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Figure II.4.1 : Biosynthèse de la loganine 

 

Les iridoïdes non carboxyliques tels que l'aucubine ou l’harpagide, sont formés de la même 

manière que les iridoïdes carboxyliques à partir du 8-épi-loganine [240] via les intermédiaires 

suivants : 8-epi-iridodial, 8-épi-iridotrial et l’acide 8-épi-deoxyloganique. La décarboxylation 

de ce dernier aboutit à l’iridoïde intermédiaire non carboxylé.  

Certains iridoïdes perdent le groupement méthyle C-10 par hydroxylation puis 

décarboxylation. Des études récentes ont permis d’établir la biosynthèse de ces structures 

[241] (Figure II.4.2). 
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Figure II.4.2 : Biosynthèse des iridoïdes 

La conversion de la loganine en sécologanine (Figure II.4.3) par une réaction d’ouverture 

oxydante du cycle pentanique, constitue une étape biosynthétique importante du fait que la 

sécologanine est un précurseur pour beaucoup d'alcaloïdes, particulièrement les alcaloïdes 

indoliques [242]. 
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Figure II.4.3 Conversion de la loganine en sécologanine 
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I. 1. Etude phytochimique de l’espèce Eryngium triquetrum 

I.1.1  Extraction 

Le matériel végétal (500 g) constitué des parties aériennes de la plante Eryngium triquetrum, 

est mis à macérer pendant 48 heures dans un mélange méthanol/eau (80/20), cette opération 

est répétée trois fois avec renouvellement du solvant, l’extrait hydroalcolique  résultant après 

filtration et concentration est soumis à une extraction liquide/liquide au moyen de trois 

solvants à polarité croissante éther de pétrole (400 ml, 3 fois), acétate d’éthyle (400 ml, 3fois) 

et n-butanol (400 ml, 3fois). Les phases organiques sont séchées sur Na2SO4 anhydre, filtrées 

et évaporées à sec. Ainsi, il a été récupéré  2,4 g de l’extrait éthéropétrolique, 3,0 g de l’extrait 

acétate d’éthyle  et 11,0 g de l’extrait butanolique. L’ensemble de ces opérations d’extraction 

est résumé dans le Figure I.1.1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I. 1. 1. Schéma d’extraction de l’espèce Eryngium triquetrum 
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I.1.2  Séparation et purification 

Les trois extraits obtenus  analysés par chromatographie sur couche mince (CCM) dans 

différents systèmes de solvants montrent la richesse prévisible de l’extrait acétate d’éthyle en 

métabolites secondaires comparativement aux deux autres extraits butanolique et 

éthéropétrolique. Le fractionnement primaire de l’extrait acétate d’éthyle (2 g) a été réalisé 

par chromatographie sur colonne de Sephadex LH-20 comme phase stationnaire, l’élution est 

effectuée avec le mélange chloroforme/méthanol (1/1), pour obtenir 11 fractions recueillies 

sur la base de l’analyse par CCM. Trois fractions sont soumises par la suite à des opérations 

de purification utilisant la chromatographie sur colonne de gel de silice, Sephadex, et la 

chromatographie liquide à haute performance (HPLC). Vingt deux (22) composés ont été 

ainsi isolés, dont trois se sont avérés nouveaux après élucidation structurale (figure I.1.2). 
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Figure I.1.2 Schéma de purification des produits de l’extrait acétate 

d’éthyle de l’espèce Eryngium triquetrum  
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I.1.3 Caractérisation des produits obtenus 

Les produits isolés ont été caractérisés par les méthodes d’analyse spectroscopiques IR, UV, 

RMN du proton et du carbone, RMN 2D conjuguant les expériences COSY H-H, HSQC, 

HMBC,  NOE différence, spectrométrie de masse ESI-MS, haute résolution HR-MS, la 

mesure du pouvoir rotatoire et par la comparaison avec la littérature. 

I.1.3.1 Elucidation structurale du composé 1 

 

(Z) Heptadeca 1, 9-diène 4,6-dyne-3 (S) ol 

Falcarinol 

Le composé 1 est une huile jaunâtre soluble dans le chloroforme. 

Le spectre RMN 
1
H  enregistré dans CDCl3 (figure I.1.3.1) montre des signaux des protons 

aliphatiques, oléfiniques et des protons oxy methines.  

 

Figure I.1.3.1 Spectre RMN 
1
H du composé 1 dans CDCl3 

 

Protons aliphatiques 
Protons oléfiniques 

et Oxymethines 
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Le spectre RMN
13

C (figure I.1.3.2) montre 17 atomes de carbone répartis en carbones 

aliphatiques, carbones oléfiniques et un carbone oxygéné (CH-OH). Quatre signaux de faible 

intensité caractérisant des carbones quaternaires.  

 

 

Figure I.1.3.2 Spectre RMN
13

C de composé 1 dans CDCL3 

En fait,  le spectre RMN 
1
H (figure I.1.3.2) montre également : 

- un signal sous forme d’un triplet résonant à 0,85 ppm attribué à un groupement méthyle 

- deux signaux  résonnant respectivement vers les champs faibles à δH = 2,02 et 3,03ppm 

s’intégrant chacun pour 2 protons sont attribuables à deux groupements CH2 déblindés. 

- des signaux résonants entre 4,50 à 6,00 ppm indiquant la présence des protons oléfiniques et 

des protons oxygénés.  

L’expérience COSY (figure I.1.3.3) montre les corrélations suivantes : 

- un proton oléfinique résonne sous forme de ddd  à δH  5,93 (H-2) avec deux protons 

oléfiniques   à  δH=  5,25, et  5,40, ainsi qu’avec le proton oxygéné à δH  4,91, ce qui suggère 

une séquence de trois protons H-1, H-2 et H-3 formée par une double liaison. 

- Le proton oléfinique à δH  5,45  (H-9) et un autre proton oléfinique  à δH 5,52 (H-10) ce 

dernier corrèle avec deux autres protons aliphatiques résonant à δH 2,02  (H-11), qui à leur 

tours corrèlent avec des protons  à 1,35 (H-12). ce qui suppose la présence d’une deuxième 

double liaison de géométrie cis (J= 11.0 Hz). 
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Figure I.1.3.3 Spectre COSY de composé 1 dans CDCl3 

L’expérience HSQC (figure I.1.34) montre toutes les corrélations directes entre les protons et 

leurs carbones. En effet, le spectre montre les corrélations suivantes : 

- Les deux protons éthyléniques  H1a, H1b  résonant à δH  5,40, 5,25  avec le carbone C-1 

résonant à δC =117 ppm. 

- Le proton H-2 à 5,93  et son carbone  C-2 à δC =136,2  

- Le proton H-3 à 4,95 et son carbone C-3 à δC = 63,5  

- Les trois protons du groupement méthyle  avec le carbone C-17 à δC =14,0   

- Les protons à 1,25 et leur carbone C-16 à δC =22,7  

- Les protons  aliphatiques  à 3,03 ppm et leur carbone C-8 à δC =17.7  

- Le proton oléfinique à 5,45 et son carbone C-9 à δC =122,0  

- Le proton oléfinique à 5,52 et son carbone  C-10 à δC =133,1 ppm 

- Les deux protons aliphatiques à 2,02 ppm et leur carbone C-11 à δC =27,2  
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Figure I.1.3.4 Spectre HSQC du composé 1 dans CDCl3 

D’après cette analyse spectroscopique la structure possède  deux doubles liaisons (cis) et une 

chaine alkyle.  

L’expérience  HMBC (figure I.13.5),  montre des corrélations entre le  proton H-2 et un 

carbone quaternaire C-4 à 74,2 ppm, le proton H-8 et le carbone quaternaire C-6 à 64,6 ppm, 

et le proton H-9 et le carbone C-7 à 80,2, cela nous a permis de connecter les deux doubles 

liaisons avec les quatre carbones quaternaires acétyléniques qui ne peuvent être que les 

carbone C-4, C-5, C-6 et C-7 de la structure.  Deux autres taches de corrélation observées sur 

le même spectre HMBC entre les deux protons H-11 et les carbones C-9 (122,0), C-10 (133,1) 

permet de connecter la chaine aliphatique avec la deuxième double liaison.  

 

Figure I.1.3.5 Spectre HMBC du composé 1 dans CDCl3 
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Toutes ces analyses spectroscopiques et en comparaison avec les donnés de la littérature 

permettent d’attribuer sans ambigüité une structure d’un polyacétylène à C-17 il s’agit de 1,9-

heptadécadiène-4,6-diyn-3-ol nommé falcarinol (panaxynol), Isolé des espèces E. 

yuccifolium et  E.bourgatii [68,70]. 

 

 

Le tableau suivant  reproduit  les déplacements chimiques des protons et carbones du  

Composé 1 

Tableau I.1.3.1 : Déplacements chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 1 dans CDCl3 

Position δH (ppm), m, J (Hz) δC (ppm) 

1a 

1b 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

5,40 (d, 16.0) 

5,25 (d, 10.0) 

5,93 (ddd, 16.0, 10.0, 5.5) 

4,91 (t, 5.5) 

/ 

/ 

/ 

/ 

3,03 (d, 11.0) 

5,45 (dd, 11.0, 8.5) 

5,52 m 

2,02 (m) 

1,42 (m) 

1,25 (m) 

1,24 (m) 

1,25 (m) 

1,25 (m) 

0,85 (m) 

117 ,0 

 

136,2 

63,5 

74,2 

71,31 

64,6 

80,2 

17,7 

122,0 

133.1 

27,2 

29,3 

29,3 

31,8 

31,9 

22,7 

14,0 

 

I.1.3.1.2  La configuration absolue du composé 1 

Afin d’établir la configuration absolue du centre chiral C-3 du falcarinol nous avons appliqué 

la réaction de Mosher. Cette méthode consiste  à faire réagir l’alcool (ou l’amine) secondaire 

avec le réactif de Mosher (acide -méthoxy--trifluorométhyl--phenylacétique (MTPA) 

sous ses deux stéréoisomères R et S par une réaction d’estérification pour aboutir à deux 

esters diastéréoisomériques (R ester et S-ester).  

La figure suivante explique les diastéréoisomères formés à partir de cette réaction. 
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L’analyse des spectres RMN 
1
H (figures I.1.3.6 et I.1.3.7) des deux diastéréoisomères  

montre expérimentalement  des différences au niveau des déplacements chimiques concernant 

les protons appartenant aux groupements R1 et R2. Cette différence est mesurée par la relation 

simple : δSR = δS-ester –δR-ester  qui nous donne le signe de cette différence.  

En effet, si δ est négative ou positive, et d’après la figure précédente, la configuration du 

groupement carbinol doit être R, dans le cas inverse la configuration est S. 

L’analyse des spectres des deux diastéréoisomères du falcarinol (figures I.1.3.6 et I.1.3.7), 

permet de déterminer la configuration du carbone C-3 (S).  

On observe qu’il ya un déblindage dans les déplacements chimiques caractérisant les protons 

oléfiniques (groupement R2) et un blindage dans les protons constituant le groupement R1 (les 

protons H-8 et H-11).  
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Figure I.1.3.6 Spectre RMN 
1
H (S Mosher) du compose 1 

 

Figure I.1.3.7  Spectre RMN 
1
H (R Mosher) du composé 1 

Les résultats  δSR (δ = δS ester - δR ester) observées sont résumés dans le tableau ci-dessous.  

I.1.3.1.2  Tableau des valeurs de déplacements chimiques des esters R et S de mosher 

 

δH H1a H1b H2 H3 H8 H9 H10 

δ S ester 5,516 5,332 5,821 6,104 3,0443 5,534 5,375 

δ R ester 5,595 5,394 5,926 6,073 3,0374 5,525 5.365 

δSester-δRester   -0,263 -0,062 -0,105 +0,031 +0,0069 +0,009 +0,01 

 

La configuration absolue du falcarinol est supportée par le pouvoir rotatoire de ce composé. 

En effet, la valeur positive ([]D  = +26,76] est en bon accord avec celle décrite dans la 

littérature pour le même composé synthétisé expérimentalement [244]. 
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De ce fait, et en se basant sur toutes ces données la structure du falacarinol est : (3S)- 1,9-

heptadécadiène-4,6-diyn-3-ol. 

 

I.1.3.2 Elucidation structurale du composé 2 

 

Panaxydiol 

(E)-heptadeca-1,8-diène-4,6-diyne-3,10-diol 

Le spectre de masse ESI/MS (figure I.1.3.2.1) enregistré en mode positif présente un pic 

d’ion pseudo moléculaire m/z = 283,2 [M+Na] 
+
 permettant de déduire une formule brute 

C17H24O2, une masse de 260 et six insaturations. 

 

Figure I.1.3.2.1 : Spectre de masse ESIMS du composé 1 

[M+Na]+ 
283.2 
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Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.2.2) du composé 1 montre une analogie avec celui du 

composé 1 en fait, on observe une série des signaux des protons oléfiniques  de type 

oxymethines entre 4,00 et 6,50 ppm, et des protons aliphatiques entre 0,88 et 1,50 ppm. 

Le spectre RMN 
13

C (figure I.1.3.2.3) confirme cette supposition par la présence des signaux 

des carbones oléfiniques, des carbones aliphatiques ainsi que des carbones oxymethines. 

 

Figure I.1.3.2.2 : Spectre RMN 
1
H du composé 2 

 

Figure I.1.3.2.3 Spectre RMN 
13

C du composé 2 
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Sur le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.2.4) on observe : 

- Un système de spin de trois protons résonant à δH  5,47 (1H, d, J =16,8 Hz, H-1a), δH 5,25 

(1H, d, J=10,2 Hz, H-1b),  δH 5,95 (1H, ddd, J=16,5, 10,3, 5,4 Hz, H-2), attribuables a une 

double liaison terminale. 

- Un signale sous forme d’un triplet résonant à δH 4,98 (1H, t, J= 5,6 Hz, H-3), attribuable à   

un CH oxygéné. 

- Un autre système oléfinique constitué de deux protons résonant à δH 6,33 (1H, dd, J=15,9, 

8Hz,H-9), et δH 5,77 (1H,d, J=15,9 Hz, H-8), est observé aussi sur le même spectre RMN 
1
H 

avec une géométrie Trans, ainsi qu’un autre signal sous forme d’un doublé de doublé δH 4,18 

(1H,dd, J= 15,9, 8Hz, H-10), attribuable à un deuxième groupement oxyméthine.  

 

Figure I.1.3.2.4 Spectre RMN 
1
H de composé 2 

L’expérience COSY (Figure I.1.3.2.5) montre des corrélations entre les protons H-1 et H-2, 

et entre le proton H-2 et le triplet correspondant à H-3, ce qui indique la présence de l’unité 

propenol CH2=CH-CH-OH. 

Sur le même spectre COSY on observe la corrélation entre le proton de la deuxième double 

liaison H-9 et le doublé de doublé résonant à δH= 4,18 ppm, ce qui implique la présence d’une 

deuxième unité propenol CH=CH-CH-OH.  

H9 
H1a H8 

H3 

H2 

H1b 

H10 
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Figure I.1.3.2.5 Spectre COSY du composé 2 

Le spectre RMN 
13

C (Figure I.1.3.2.6) montre des carbones aliphatiques à δc =36,8, 31,8, 

28,9, 25,3, 22,6, 13,9 Ces carbones sont engagés dans une chaine linéaire d’après le massif 

observé à  δH =1.30 ppm dans le spectre RMN
1
H (Figure I.1.3.2.6). 

     

Figure I.1.3.2.6 Spectre RMN 
1
H et RMN 

13
C du composé 2 

l’expérience HSQC (Figure I.1.3.2.7) permet d’attribué tout les protons à leurs carbones, 

ainsi que les carbones oléfiniques repérés à δC = 117,0 (C-1), 136,0 (C-2),108,1(C-8), 149,8 

ppm (C-9), les carbones oxymethines à 63,5 (C-3), 72,0 ppm (C-10), et les carbones 

aliphatiques résonant à δC = 36,8 (C-11), 25,3 (C-12), 28,9 (C-13), 28,9, (C-14), 31,8 (C-15), 

22,6 (C-16), 13,9 ppm (C-17) avec Leurs protons résonant à δH = (1,53, m, H11/ H12),(1,24 , 

m, H-13/H14),(1,27, m, H-15),(1,27, m, H-16), (0,88, t, J=7,1 Hz, H-17) respectivement. 

Ha-H2 

H10-H9 

H1b-H2 
H3-H2 



Chapitre III                                                                                          Etudes phytochimiques 

                                                                                                                                          Partie I 

85 
 

 

Figure I.1.3.2.7  Spectre HSQC du composé 2 

D’après le nombre d’insaturation restant 4 et d’après les valeurs des déplacements chimiques 

des 4 atomes quaternaires δc = 80,0, 70,9, 73,6, 77,6 ppm, il est parfaitement envisageable de 

conclure la présence de deux triples liaisons. 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.2.8) montre deux couplages en j3 entre le carbone 

résonant à δC = 80,0 ppm et le proton H-2, et le couplage entre le carbone quaternaire à δC = 

77,6 ppm et le proton H-9 caractéristiques des carbones acétyléniques externe, les deux autres 

carbones acétyléniques sont déduits à partir des données  de la littérature à δC = 70,9 (C5) 

73,6 (C-6). 

 

Figure I.1.3.2.8 Spectre HMBC du composé 2 

 

H3-C3 

H2-C2 

H9-C9 

H8-C8 

H10-C10 
H11-C11 

H17-C17 

H1-C1 
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I.1.3.2.2 La configuration absolue du composé 2 

La valeur  de ([α]D =32,8°) observée pour le panaxydiol trans isolé dans ce travail était très 

proche de celle rapportée pour les (3S, 10R) stéréoisomère ([α]D=30,3°), nous conduit à 

attribuer provisoirement cette configuration absolue. Afin de confirmer cette  affectation, la 

méthode Mosher modifiée a été appliquée au  composé 2.  

L'analyse par RMN des deux esters S et R MTPA de 2 confirme la configuration absolue  3S 

alors que l'évaluation des valeurs Δδ pour les protons adjacents à C-10 semble être assez 

compliquée. En particulier, à première vue, les différences observées semblaient être 

irrégulières dans le signe en désaccord avec la règle Mosher empêchant ainsi l'affectation de 

la configuration  du C-10. Une analyse minutieuse des spectres protons de haute résolution 

d'esters Mosher de 2 a révélé, de façon surprenante, que deux ensembles de signaux ont été 

générés par les protons adjacents à C-10, (rapport ca 1: 1) Comme représenté sur la figure 

I.1.3.2.9  les deux signaux à 5,77 et 6,33 ont été  fractionnées en deux équivalents multiplets 

distincts  résonants respectivement à ∆δ 5,78/5,65 et ∆δ 6,26/6,18 ppm révélant que le trans-

panaxydiol isolé n’est pas optiquement pur. Ainsi, le trans -panaxydiol isolé à partir de 

l’extrait est un mélange d'épimères C-10.  

 

Figure I.1.3.2.9 Spectres RMN 
1
H des esters S et R du composé 2  

A partir des données ci-dessus, la structure du composé 2 devrait être (8E) -heptadéca-

1,8-diène-4,6-diyne-3S, 10-diol, du nom de trans-panaxydiol  isolé de l’espèce Panax 
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Ginsing (Araliaceae) [245] et de l’espèce aegopodium podagraria et quelques végéteaux 

apartenant à la famille Apiaceae [246]. 

 

Le tableau suivant reproduit tous les déplacements chimiques des protons et carbones du 

composé 2 

Tableau I.1.3.2  Déplacements chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 1 dans CDCl3 

position δH (ppm), m, J(Hz) δc (ppm) 

1 

 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

5,25 (d, 10,2) 

5,47 (d, 16,8) 

5,95 (ddd, 16,5, 10,3, 5,4) 

4,98 

- 

- 

- 

- 

5,77 d, 15.9 

6,33 dd, 15.9, 8 

4,18 m 

1,53 m 

1,53 m 

1,24 m 

1,24 m 

1,27 m 

1,27 m 

0,88 t, 7,1  

117,0 

 

136,0 

63,5 

80, 0 

70.9 

73,6 

77,6 

108,1 

149,8 

72,0 

36,8 

25,3 

28,9 

28,9 

31,8 

22,6 

13,9 
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I.1.3.3  Elucidation structurale du composé 3 

 

(8 Z)-heptadeca-1,10-diène-4,6-diyne-3S,9-diol 

 

Le composé 3 a été obtenu sous forme d'une huile jaune soluble dans le chloroforme.  Le 

spectre de masse enregistré en mode positif ESI/MS de ce composé (Figure I.1.3.3.1) montre 

un pic d'ion pseudo moléculaire à m / z = 283 correspondant à une formule moléculaire 

C17H24O2, une masse de 260 et six insaturation 

 

 

Figure I.1.3.3.1  Spectre de masse ESI de composé 3 

La comparaison du spectre RMN
1
H (Figure I.1.3.3.2) du composé 3 avec celui du composé 2 

(Figure I.1.3.2.2) montre une grande similitude structurale et indique la présence du même 

squelette polyacétylène. En fait, le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.3.2) montre les signaux 

suivants : 

- une double liaison terminale à δH 5,49 (IH, d, J = 17,0 Hz, H-1), δH 5,28 (1H, d, J = 10,2 Hz, 

H- 1b) et δH 5,97 (IH, ddd, J = l7,0, 10,2, 5,5 Hz, H-2).  

- deux protons oxymethines à δH 5.00 (1H, t, J = 5,5 Hz, H-3) et δH 4,64 (1H, m, H-10),  
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- des signaux pour une chaîne aliphatique avec un groupe méthyl terminal à  0,89 (3H,t,H-17) 

- des protons pour une double liaison supplémentaire.  

Cependant, l'analyse de la constante de couplage pour les signaux attribués à H-8 et H-9  

suggère une géométrie différente. En fait, les protons H-8 et H-9 résonnant respectivement à 

δH 5,59 (1H, d, J = 11,0, H-8), et δH 6,08 (1H, dd, J = 11,0, 8,6 Hz, H-9), dans le composé 3, 

alors que pour le composé 2 les mêmes déplacements chimiques possèdent des constantes de 

couplage différentes δH 5,77 (1H, d, J = 15,9 Hz, H-8), et δH 6,33 (1H, dd, J = 15,9, 8,0, H-9). 

 

Figure I.1.3.3.2  Spectre RMN1H de composé 3 

La constante de couplage J = 11.0 Hz dans le composé 3 suggéré une géométrie cis de la 

double liaison C8-C9. 

L’expérience NOE (Figure I.1.3.3.3) a permis de confirmer  la configuration cis de la double 

liaison C8-C9. L’irradiation du proton  H-8, en suite le proton  H-9 dans le composé 3  permet 

l’observation  de l’augmentation de l’intensité des pics successivement du H-9 et H-8. 

H1b H1a 

H2 

H9 

H3 
H8 
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Figure I.1.3.3.3 Spectres NOE de composé 3 

 

Le spectre RMN
13

C (Figure I.1.3.3.4) montre les signaux attribuables aux : 

- carbones oléfiniques résonant à 117,3(C-1), 135,8 (C-2), 108,4 (C-8), 150,0 ppm (C-9). 

- carbones oxymethines à 63,7 (C-3), 70,0 ppm (C-10). 

- carbones aliphatiques à 36,6 (C-11), 25,0 (C-12), 29,7 (C-13),  29,5 (C-14), 31,9 (C-15), 

22,6 (C-16), 14,0 ppm (C-17). 

- carbones quaternaires à 81,1 (C-4), 70,9 (C-5), (C-6), 75,2 ppm (C-7). 

 

 

Figure I.1.3.3.4 Spectre RMN
13

C de composé 3 

C1 
C2 

C8 C9 

C3 

C10 
C11 

C15 

C13 
C14 

C12 

C16 

C17 

C4 
C7 

C6 
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I.1.3.3.2 La configuration absolue du composé 3 

Pour établir la configuration absolue au niveau des carbones chiraux C-3 et C-10 du composé 

3, nous avons essayé d'appliquer la réaction de Mosher modifiée mais cela a échoué en raison 

de la conversion rapide de ce composé au trans panaxydiol.  

A partir des données ci-dessus, la structure du composé 3 est (8Z) -heptadéca-1,8-diène-4,6-

diyne-3S,10-diol, du nom de cis-panaxydiol [247], isolé pour la première fois dans le genre 

Eryngium. 

 

Le tableau suivant rassemble les déplacements chimiques des protons et des carbones 

du composé 3 

Tableau I.1.3.3 : Déplacements chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 3 dans CDCl3 

Position δH (ppm),m , J(Hz) δC (ppm) 

1a 

1b 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

5,49  (d, 10,2) 

5,28  (d, 17,0) 

5,95  (ddd, 17,0, 10,2, 5,5) 

5,00  (t, 5,5) 

- 

- 

- 

- 

5,59  (d, 11,0) 

6,08  (dd, 11,0, 8,6) 

4,64  m 

1,63  m 

1,51  m 

1,37  m 

1,30  m 

1,27  m 

1,29  m 

0,89  (t,6.9) 

117,4  

 

135,8  

63,5 

81,5 

70,9 

nd  

75,2  

108,4  

150,0  

70,4  

36,6  

25,0  

29,2  

29,5  

31,8  

22,6  

14,1  
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I.1.3.4 Élucidation structurale du composé 4 

 

1,2- dihydropanaxydiol  (panaxjapyne B) 

Ce composé, visible en UV (254 nm), est obtenu sous forme d’une huile jaune soluble dans le 

chloroforme. Son spectre de masse ESI enregistré en mode positif (Figure I.1.3.4.1), montre 

un pic d’ion pseudomoléculaire à m/z = 285 [M+Na]
+ 

, avec une différence de deux unités par 

rapport au premier et deuxième composés, correspondant à une masse moléculaire de 262 

uma et une formule brute en C17H26O2.  

 

Figure I.1.3.4.1  Spectre de masse ESI de composé 4 

Le spectre RMN
1
H (Figure I.1.3.4.2) du composé 4 montre une grande analogie avec le 

composé 2 (panaxydiol), une comparaison entre les deux produits conduit à :  

- la disparition des signaux de la double liaison terminale.  

- l’apparition d’un triplet résonant à  1,00 ppm et un quadruplet à 1,75 ppm 
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- le blindage du signal du proton H-3 résonant à 4,45 ppm  au lieu de 4,98 ppm dans le 

composé 2. 

 

 

Figure I.1.3.4.2 Spectre RMN 
1
H des composés 2 et 4 

Le spectre HSQC (Figure I.1.3.4.3) montre les signaux attribuables aux : 

- deux carbones oxymethines à δc 64,2 (C-3) et 72,1ppm (C-10) 

- deux carbones oléfiniques à δ149,7 (C-8), 108,1ppm (C-9) 

- deux groupements méthyles à (δ 14,1 (C-1), et 9,3 ppm (C-17) 
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- sept carbones de type méthylènes sont caractérisés à partir de l’expérience HSQC à 36,9 

(C11), 31,8 (C-15), 30,7 (C-2), 29,4 (C-13), 29,2 (C-14), 25,2 (C-12), et 22,6 (C-16). Leurs 

protons résonants à δH 1,52, 1,28, 1,77, 1,28, 1,28, 1,38, 1,28 ppm respectivement. 

 

Figure I.1.3.4.3 Spectre HSQC du composé 4 dans CDCl3 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.4.4) permet d’attribuer les quatre carbones acétyléniques à 

(δ82.9, 76.7, 73.7 et 69.6) par les corrélations entre le proton H-2 et le carbone C4  et les 

protons H-8, H-9 avec les carbones C6, C7.  

 

 

Figure I.1.3.4.4 Spectre HMBC du composé 4 

H2-C4 

H8-C6 

H8-C7 
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Toutes ces données spectrales permettent d’attribuer la structure du composé 4 : 1,2- 

dihydropanaxydiol  (panaxjapyne B) isolé précédemment de l’espèce Panax japonicus 

(Araliaceae) [248], et pour la première fois dans le genre Eryngium. 

 

Le tableau ci dessous reproduit les déplacements chimiques des protons et carbones du 

composé 3. 

Tableau I.1.3.4 : Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 4 dans CDCl3 

position δH (ppm) δC (ppm) 

1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

1,03  (t, 8,0) 

1,77  (m) 

4,42  (t, 6,5) 

- 

- 

- 

- 

5,76  (d 15,0) 

6,32  (dd, 15,0, 6,0) 

4,19  (d, 6,0) 

1,52  m 

1,38  m 

1,28  m 

1,28  m 

1,28  m 

1,28  m 

0,88  (t, 5,0) 

9,3 

30,7 

64,2 

82,9 

69,6 

73,7 

76,7 

108,1 

149,7 

72,1 

36,9 

25,2 

29,4 

29,2 

31,8 

22,6 

14,1 
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I.1.3.5  Elucidation structurale du composé 5 

 

Heptadeca-1,8 diène-4,6 diyne-10-one 3S-ol 

Le spectre de masse du composé 5 (Figure I.1.3.5.1) montre un pic d’ion pseudomoléculaire 

à 281 uma, correspondant à une formule brute C17H22O2,  avec 7 insaturations et une 

différence  de deux unités par rapport au composé 2. 

 

Figure I.1.3.5.1 Spectre de masse  ESI du composé 5 

 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.5.2)  du composé 5 est analogue aux composés 2 et 3. En 

effet, on reconnait les signaux caractéristiques des protons à savoir : 

- Les signaux de la double liaison H1a, H1b, H2 résonant à 5,50, 5,95, 5,00 ppm 

respectivement  

- Le proton H3 résonant à 5,00 ppm  

- Les signaux de la chaine aliphatique à 2,50, 1,60, 1,30, 1,30, 1,30 et 1,30 ppm avec un 

méthyle terminale H17 à 0,88 ppm. 

 

[M+Na]+ 

281.2 
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Figure I.1.3.5.2 Spectre RMN 
1
H de composé 5 dans le CDCl3 

Les différences notables entre ce composé et le composé 2 résident en : 

- La disparition du signal du deuxième oxymethines H-10  

- L’apparition d’un singulet résonant à 6,65 ppm, ce dernier montre deux corrélations dans 

le spectre HSQC (Figure I.1.3.5.3) avec les carbones C-8, C-9 résonant à 120 et 140 ppm 

respectivement. 

 

 

Figure I.1.3.5.3 Spectre HSQC du composé 5 dans le CDCl3 

Sur le spectre RMN
13

C on observe un signal résonnant à 198,6 ppm attribué à un groupement 

carbonyle, et montre deux corrélation en  
2 

Jet  
3
J 

 
dans le spectre HMBC (Figure I.1.3.5.4)  

avec les protons H-8, H-9 et  H-11 résonant à 2,50 ppm. 
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Figure I.1.3.5.4 Spectre HMBC de composé 5 dans le CDCl3 

L’ensemble de ces données spectrales et la comparaison avec les donnés de la littérature nous 

a permis d’établir la structure du composé 5: Heptadeca-1,8 diène-4,6 diyne-3-ol-10-one  

Isolé de l’espèce Polyscias fruticosa (Araliaceae) [249], et pour la première fois dans l’Eryngium 

Le tableau suivant contient les déplacements chimiques des protons et carbones du composé.  

Tableau I.1.3.5.5: Déplacements chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 5 dans CDCl3 

Position δH (ppm) J Hz δC (ppm) 

1 

 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

5,50  (d, 10,2) 

5,30  (d, 16,8) 

5,95  (ddd, 16,5, 10,3, 5,4) 

5,00  (t, 5,7) 

- 

- 

- 

- 

6,65 s 

6,65 s 

- 

2,50  (t, 15,7) 

1.60  (t, 15,7) 

1.30  m 

1.30  m 

1.30  m 

1.30  m 

0.88  (t, 7,1) 

117,6 

 

135,5 

63,7 

83,0 

70,0 

71,0 

80,0 

121,0 

139,0 

198,6 

31,6 

23,95 

29,0 

29,0 

29,7 

22,6 

14,1 
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 I.1.3.6  Elucidation structurale du composé 6 

 

(10 E) heptadeca-1,10-diene-4,6 diyne-3,9-diol. 

Le composé 6 est obtenu sous forme d’une huile jaunâtre et sa formule moléculaire est 

C17H24O2 d’après le pic pseudomoléculaire observé à m/z = 283,1669 [M+Na]
+
 dans le 

spectre de masse à haute résolution HRESIMS (Figure I.1.3.6.1). 

 

Figure I.1.3.6.1 Spectre de masse à haute résolution HRESIMS du composé 6 

Le spectre proton de ce composé (Figure I.1.3.6.2) affiche plusieurs signaux comparables à 

ceux observées pour le composé 2 et 3, en particulier :  

- Les trois protons attribués à la double liaison terminale résonants à 5,25 (H-1a), 5,93 (H-

1b) et 5,95 ppm (H-2). 

- Deux groupements oxymethines résonant à 4,92 (H-3)  

- Des signaux pour une chaine aliphatique ayant un groupement méthyle terminal à δH 0.89    

(3H, t, H-17). 

Les différences observées sur le spectre résident dans les déplacements chimiques du 

deuxième oxymethine  et de la deuxième oléfine qui apparaissent comme suit :  

- Un double liaison de géométrie trans à 5,52 (dd, 15,3, 6,8) et 5,74 (1 H, dt, 15,3, 6,8 Hz). 
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- Un signale d’un groupement méthylène décalé vers les champs faibles à δH 2,55 due à 

l’apparition de la double liaison. 

- l’oxyméthine qui apparait à 4,26 ppm. 

 

Figure I.1.3.6.2 Spectre RMN 
1
H du composé 6 dans CDCl3 

 

L’expérience COSY (Figure I.1.3.6.3) montre les corrélations entre H1-H2 et H2-H3 ce qui 

confirme la séquence CH2=CH-CH-OH.  

Une corrélation entre le groupement CH2 résonant à 2,55 (2H,dd, 6,0, 17,5 H-8) et le 

groupement oxymethines résonant à 4,27 (1H,ddd, 6,8, 6,0, 4,6 , H-9) qui  correlle à son tour 

avec le proton oléfinique résonant à 5,52 (1H,dd, 15,3, 6,8, H-10), ce dernier montre une 

corrélation avec l’autre proton oléfinique résonant à 5,74 (1H,dt, 15,3, 6,8, H-11), et ce 

dernier couple avec un groupement méthylène résonant à 2,05 (m). 

L’ensemble de ces corrélations COSY nous à permis de relier ce système de spin dans une 

chaine linéaire 

 

 

H-17 

 

CH2 
2.55 
 

 

 CHOH 
 4.26 
 

CH=CH 
5,74-5.52 
 

 H3 

 

H1a  H1b 

 H2 
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Figure I.1.3.6.3 Spectre COSY de composé 6 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.6.4) montre des couplages entre le proton de méthylène  

H-8 et les carbones quaternaires C6 et C7 résonant à 66.5 et 78.2 ppm respectivement. Cela 

nous a permis de connecter l’extrémité de système de spin à la triple liaison.  

 

 

Figure I.1.3.6.4 Spectre HMBC du composé 6 

Malheureusement, nous ne pouvons pas établir la configuration des deux centres 

chiraux C-3 et C-9 en raison de la faible quantitée isolé pour ce composé. Cependant, la 

configuration 3S proposée est  analogue à celle des composés 1-5 ; sur la base de la valeur de 

2 
 

H8-C6 

H8-C7 
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[α]D positive, qui a été également observée dans les polyacétylènes isolés du genre Eryngium. 

L’analyse des donnés spectrale RMN et MS enregistrés pour ce composé nous a permis 

d’établir la structure : (10 E) heptadeca-1,10- dièn-4,6-diyne-3,9-diol. (triquetridiol) 

Ces données confrontées également à celles de la littérature attestent de la nouveauté de ce 

composé. 

 

 

 

Les déplacements chimiques des protons et carbones de composé 6 sont rassemblés dans le 

tableau suivant : 

 

Tableau I.1.3.6 Déplacement chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 6 dans le CDCl3 

 

Position δH (ppm) J Hz δC (ppm) 

1 

 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

5,25  (d, 10,2) 

5,47  (d, 17,2) 

5,95  (ddd, 17,2, 10,2, 5,3) 

4,92  (t, 5,7) 

- 

- 

- 

- 

2,54  (d, 6,0, 17,5) 

4,26  (ddd, 6,8, 6,0, 4,6) 

5,52  (dd, 15,3, 6,8) 

5,74  (dt, 15,3, 6,8) 

2,05  m 

1,31  m 

1,30  m 

1,27  m 

1,29  m 

0,89  (t, 7,1) 

117,2 

 

135,8 

63,5 

81,5 

Nd 

66,5 

78,2 

28,6 

70,8 

130,4 

133,9 

32,1 

28,9 

29,0 

31,7 

22,6 

14,1 
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I.1.3.7 Elucidation structural du composé 7 

 

 

Heptadeca-1-en-9, 10-epoxy-4,6-diyne-3, 8-diol 7a/7b, (triquetrol) 

   

Le composé 7 présente un pic d’ion pseudomoléculaire à  299,1589 dans le spectre de masse à 

haute résolution  HRESIMS (Figure I.1.3.7.1), correspondant à la formule  moléculaire  

C17H24O3,  avec une différence de 16 unités en comparaison avec le panaxydiol (2) et le 

triquetridiol (6). 

 

Figure I.1.3.7.1 Spectre  HRESIMS de compose 7 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.7.2) de ce composé, enregistré dans le CDCl3, permet 

d’observer une similitude avec les spectres RMN 
1
H du deuxième 2 et troisième composé 3 

déjà identifiés, la principale différence c’est la disparition des signaux oléfiniques de la 

deuxième double liaison  qui ont été remplacés par des signaux dus à des carbones oxygénés, 

cependant, une analyse détaillée des spectres RMN
1
H et 

13
C a révélé que le composé 7 est un 
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mélange de deux diastérioisomères. Malheureusement, toutes les tentatives pour séparer ces 

deux isomères ont échouées, donc ils ont été caractérisés par spectroscopie en mélange 

(7a/7b). 

En effet, on observe les signaux  correspondants à la séquence H1-H3 à δH 5,48 (d, H-1a),  

5,28 (d, H-1b), 5,95 (ddd, H-2), et 4,94 (t, H-3). 

Sur le même spectre on observe d’autres signaux de type oxymethines supplémentaires, 

 à δH 3,10, 3,02, 3,00, 2,98 ainsi que deux autres signaux de type hydroxyle résonant à 4,66 et 

4,41. 

 

 

Figure I.1.3.7.2 Spectre RMN
1
H de composé 7 dans le CDCl3 

 

L’analyse combiné des expériences HSQC (Figure I.1.3.7.3) et COSY (Figure I.1.3.7.4) 

montre les corrélations suivantes : 

Pour l’isomère majoritaire 7a, le proton oxygéné résonant à 4,66 ppm H-8, est attribué au 

carbone résonant à 61,3 ppm et le proton résonant à 3,02 ppm H-9 est attribué au  carbone 

sortant à 58,8 ppm, ce dernier couple à son tour avec le proton résonant à 3,10 ppm 

correspondant à H-10 attribué au carbone résonant à 56,0 ppm dans le spectre HSQC. Tandis 

que le groupement oxymethine de l’isomère 7b résonant à 4,41 ppm H-8
׳
 attribué au carbone 

résonant à 61,3 ppm couple avec le signal  à 2,98 ppm H-9
׳
 attribuable au carbone résonant à 

56,0 ppm qui couple aussi avec le signal résonant à 2,98 ppm H-10
׳
 attribué au carbone 

résonant à 56,1 ppm. Ces données suggèrent fortement la présence d'un groupement 



Chapitre III                                                                                          Etudes phytochimiques 

                                                                                                                                          Partie I 

105 
 

hydroxyle en position C-8 et une fonction époxyde entre C-9 et C-10 appartenant aux deux 

composés différents 7a et 7b.  

 

Figure I.1.3.7.3 Spectre HSQC du composé 7 dans le CDCL3 

 

Figure I.1.3.7.4 Spectre COSY du composé 7 dans le CDCL3 

Les spectres RMN 
1
H de ce composé ont été également faite dans le benzène (C6D6) 

l'observation des signaux des deux isomères étaient mieux distingués dans ce solvant (tableau 

I.1.3.7). 

I.1.3.7.2  La stéréochimie du composé 7 

La configuration relative des centres chiraux C-9 et C-10 a été déduite a partir des valeurs des 

protons et des carbones du fragment hydroxy-époxyde dans les isomères 7a et 7b avec les 

données RMN de la littérature des composés modèles présentant un époxyde cis ou trans. En 

particulier les petites constantes de couplage des protons époxydes mesurées par des 
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expériences d'homo-découplage, et les effets de NOE observés entre H-8 et H-10 et les 

valeurs des carbones époxydes  correspondent à une géométrie trans, analogue à l'épimère  

C-10 synthétisé oploxyne A [250].  Il est raisonnable de supposer que les deux isomères 

diffèrent dans la configuration relative du carbinol adjacent à l'époxyde. Malheureusement, en 

raison de la quantité très faible de l'échantillon, une autre étude stéréochimique n'a pas pu être 

réalisée, par conséquent, cet aspect reste indéterminé. D'autre part, la configuration absolue du 

C-3 est censée être la même que celle des polyacétylènes existants grâce aux considérations 

biogénétiques. L’ensemble des données spectrales accumulées, permettent d’assigner pour le 

composé 7 la nouvelle structure : trans-heptadeca-1-en-9,10-epoxy-4,6-diyne-3,8-diol 

(7a/7b) 

 

Tableau I.1.3.7 Déplacement chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 7a dans le CDCl3 et                           

                          dans le benzène C6D6 

 

Position 

7a/7b dans CDCl3 7a/7b dans C6D6 

δc (ppm) δH (ppm) δc(ppm) δH (ppm) 

1 

 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 (7a) 

8 (7b) 

9 (7a) 

9 (7b) 

10 (7a) 

10 (7b) 

11 (7a) 

11 (7b) 

12 

13 

14 

15 

16 

17 

117,2 

 

135,8 

63,3 

nd 

nd 

nd 

77,2 

61,3 

62,3 

58,8 

59,3 

56,0 

56,1 

31,2 

31,2 

25,7 

28,5 

29,0 

31,7 

22,6 

13,9 

5,48 (d, 17,0) 

5,28 (d, 10,1) 

5,95 (ddd, 17,0, 10,1, 5,4) 

4,94 (t, 5,0) 

/ 

/ 

/ 

/ 

4,66 (t, 5,0) 

4,41 (dd, 3,8, 7,1] 

3,02  m 

3,00  m 

3,10 (dt, 2,0, 5,6) 

2,98 (dt, 2,0, 5,6) 

1,59  m 

1,58  m 

1,44 m 

1,29 m 

1,32 m 

1,28 

1,28 

0,89 (t, 7,1) 

116,2 

 

136,0 

63,0 

79,2 

70,3 

nd 

nd 

61,7 

62,5 

59,0 

59,6 

55,7 

55,5 

31,0 

31,0 

25,8 

29,3 

29,3 

31,8 

22,8 

13,8 

5,20 (d, 17,0) 

4,86 (d, 10,2) 

5,62 (ddd, 17,0, 10,2, 5,4) 

4,47(dd, 5,6, 5,4) 

/ 

/ 

/ 

/ 

4,16 (dd, 3,3, 5,0) 

4,01 (dd, 3,7, 7,0 

2,65 ( dd, 3,3, 1,4) 

2,68  m 

2,88  (brt, 5,5) 

2,67  m 

1,28  m 

1,27 

1,22  m 

1,15  m 

1,15  m 

1,17  m 

1,26  m 

0,89  (t, 6, 9) 
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I.1.3.8  Elucidation structural du composé 8 

 

 

diferuloyloxy-4,8-dihydroxy-3,3'-dimethoxy- 4',8- oxyneolignan-7'-èn-9,9'-dioate (8a/8b) 

 

Le composé 8 est caractérisé comme une paire erythro/thréo inséparable. Il est obtenu sous 

forme d’une poudre blanche soluble dans le chloroforme son spectre de masse à haute 

résolution HRESIMS (Figure I.1.3.8.1) présente un pic d’ion pseudo moléculaire à 751.2360 

[M+Na]
+
correspondant à une masse moléculaire 728 uma  et une formule moléculaire 

C40H40O13. 

 

 

Figure I.1.3.8.1 Spectre de masse HRESIMS de composé 8 

Une analyse détaillé des spectres RMN 
1
H et 

13
C a révélé  une forte similitude avec des 

composés carolignanes rapportés dans la littérature [251, 252]. 
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Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.8.2) montre une série des protons aromatiques 

indiscernables attribuables à deux unités féruloyloxy. En effet :  

- des signaux attribuables à deux noyaux aromatiques trisubstitué A et B résonant à δH 7.01 

(d, 1,8, H-2
״
), 6,91 (d, 8,3, H-5

״
), 7,07 (dd, 8,3, 1,8, H-6

״
) pour le noyau A, 7,01 (d, 1,8, H-

2
׳״
), 6.94 (d, 8,3, H-5

׳״
), 7.08 (dd, 8,3, 1,8, H-6

׳״
) pour le noyau B. 

- deux signaux sous forme de singulet résonant à 3,93 et 3,92 ppm attribuables à deux 

groupements méthoxyles. 

- Des signaux attribuables à deux doubles liaisons avec une géométrie trans résonant à δH 

7,49 (1H, d, J=16,0 Hz, H-7
״
), 6,23 (1H, d, J=16,0 Hz, H-8

״
), et 7,65 (1H, d, J=16,0 Hz, 

H7
״׳
), 6,33 (1H, d, J=16,0 Hz, H-8

״׳
). 

- deux signaux résonant à 3,55 ppm sous forme de doublet (J=3,7 Hz) attribué à deux 

groupements hydroxyle. 

 

Figure I.1.3.8.2 Spectre RMN 
1
H de composé 8 dans CDCl3 

 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.8.3) permet de connecter les groupes méthoxy et les 

groupes hydroxyles au niveau des carbones C3
׳׳
, C3

׳״
 et C4

״
, C4

׳״
 des deux noyaux A et B par 

les corrélations observés entre les protons des groupements méthoxy et les carbones C3
״
, C3

׳״
 

résonant à 145,3, 145,5 ppm, ainsi que les groupements hydroxyles et les carbones C4
״
, C4

׳״
 

résonant à 146,8, 147,2 ppm.  

Protons aromatiques 

et oléfiniques 

3.93 OCH3 
3.92 OCH3 
 

3.55  
OH 
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Figure I.1.3.8.3 Spectre HMBC de composé 8 dans le CDCl3 

D’autres corrélations sont également observées entre les protons des deux doubles liaison 

H7
״
, H7

׳״
 et les carbones quaternaires C1

״
, C1

׳״
 résonant à 126,3, 126,7 ppm respectivement,  

et entre les mêmes protons H7
״
, H7

׳״
 et deux carbonyles résonant à 166,4 et 166,8 ppm. Cela 

nous a permis d’identifié les deux groupements féruloyl A et B. 

OCH3

OH

OO

HO

H3CO 1"

3"

4"

1"'3"'

4"'
AB

 

 

Sur le même spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.8.4) on observe :  

- deux autres systèmes aromatiques trisubstitués à δH 7,04 (d, 2,0, H-2), 6,85 (d, 8,5, H-5), 

6,88 (dd, 8,5 2,0, H-6) pour le noyau C, et à δH 6,95 (d, 1,5, H-2
׳
), 7,12 (d, 8,5, H-5

׳
), 7,01 

(dd, 8,5, 1,5, H-6
׳
) pour le noyau D. 

- deux protons oléfiniques de géométrie trans résonant à 6,26 (dd, 16,0, 6,5, H-8
׳
) et à 6,64 

(d, 16,0, H-7
׳
). 

-    deux protons méthylènes résonant à 4,14 (dd, 12,0, 3,6, H9a), et 4,32 (dd, 12,0, 3,6, H-9b) 

-    des signaux des protons oxygénés sont apparus dans la région entre  3,30 et 4,93 ppm. 

 

 

O

O

O

1"

3"

4"

A

C

H

H

H

H

H

H
7"

9"
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Figure I.1.3.8.4 Spectre RMN 
1
H de composé 8 dans CDCl3 

L’analyse du spectre COSY(Figure I.1.3.8.5)  met en évidence la présence de deux systèmes 

de spins à travers les corrélations entre le proton H-7 résonant à 4,93 ppm et le proton H-8 

résonant à 4,30 ppm qui couple à son tour avec les  protons  méthylènes attribué à H-9a et H-

9b pour l’isomère thréo et le deuxième système de spin entre le proton  H-7 résonant à 4,91 

ppm et le H-8 à 4,52 ppm qui corrèle avec les protons de H-9a et H-9b de  l’isomère erythro. 

 

 

Figure I.1.3.8.5 Spectre COSY de composé 8 dans CDCl3 
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Cette analyse COSY suggère la présence de deux groupements 1, 2, 3-propanetriol 

appartenant à deux isomères thréo et erythro du composé 8. 

Les valeurs des déplacements chimiques des carbones de groupements propanetriol sont 

attribués à partir de l’expérience HSQC et par comparaison avec le composé thréo/erythro 

carolignane isolé de l’espèce Ochroma lagopus [253] à : δc  (74,4, C-7), (86,1, C-8), (63,2, C-

9) pour l’isomère thréo et à  δc (72,3, C7), (84,4, C8), (62,6, C9) pour l’isomère erythro. 

 

Figure I.1.3.8.5 spectre HSQC de composé 8 dans CDCl3 

 

La connexion des différents fragments de ce composé est réalisé par l’analyse du spectre 

HMBC (Figure I.1.3.8.6) à travers les corrélations J H-C entre le carbonyle C9
״
 (166,4 ppm), 

les protons oléfiniques H-8
״
 (6,33 ppm) et les protons méthylène H9a (4,14 ppm), reliant l’un 

des groupements féruloyloxy (cycle A) à la chaine propanetriol. 

La corrélation du carbone quaternaire C-1 (131,1 ppm) avec le proton H-7 (4,93 ppm) et 

l’hydroxyle résonant à 3,55 ppm relie le cycle C à la chaine propanetriol. Le carbone C4
׳
 

(148,3 ppm) montre une corrélation avec le proton H-8 (4,30 ppm) qui permet de relier le 

cycle D au cycle C, le carbonyle C-9
׳״
 (166,8 ppm) présente une corrélation avec les protons 

H-9
 ׳
(4,85 ppm) et H-8

׳
 (6,26 ppm) permettant de relier le cycle D au deuxième groupement 

féruloyl (cycle B). 
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Figure I.1.3.8.6 Spectre HMBC de composé 8 dans CDCL3 

Toutes ces donnés spectrales et en comparaison avec la littérature permettent d’attribuer sans 

ambigüité au composé 8a/8b la structure suivante  diferuloyloxy- 4,8-dihydroxy-3,3'-

dimethoxy- 4',8- oxyneolignan-7'-en-9,9'-dioate (8a/8b). C’est un 5'-demethoxy dérivé de 

carolignane Z.  Ce composé s’est avéré nouveau. 
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Le tableau I.1.3.8 reproduit tous les déplacements chimiques des protons et carbones du 

composé 8. 

Tableau I.1.3.8 : Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 8a/8b dans le     

CDCl3 

C δH  (J)  [isomer erythro]    δC   
1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

 

3-OMe 

1' 

2' 

3' 

4' 

5' 

6' 

7' 

8' 

9' 

3'-OMe 

1'' 

2'' 

3'' 

4'' 

5'' 

6'' 

7'' 

8'' 

9'' 

3''-OMe 

1''' 

2''' 

3''' 

4''' 

5''' 

6''' 

7''' 

8''' 

9''' 

3'''-OMe 

- 

7,04, d (2.0) 

- 

- 

6,85, d (8,5) 

6,88, dd (8,5, 2,0) 

4,93, m [4,91] 

4,30, m [4,52] 

4,14, dd (12,0,  3,6) [4,50,  dd (12,5, 3,6)] 

4,32, dd (12,0,  3,6) [4,32,  dd (12,0, 3,6)] 

3,86, s 

- 

6,95, d (1,5)  

- 

- 

7,12, d (8,5) 

7,01, dd (8,5, 1,5) 

6,64, d (16,0) 

6,26, dt (16,0,  6,5) 

4,85, d (6,5) 

3,89, s 

- 

7,01, d (1,8) 

- 

- 

6,91, d (8,3) 

7,07, dd (8,3, 1,8) 

7,49, d (16,0) 

6,23, d (16,0) 

- 

3,93, s 

- 

7,01, d (1,8) 

- 

- 

6,94, d (8,3) 

7,08, dd (8,3, 1,8) 

7,65, d (16,0) 

6,33, d (16,0) 

- 

3,92, s 

 

131,2 

109,2 

145,2 

146,8 

114,2 

119,2 

74,4 [72.3] 

86,1 [84.4] 

63,2 [62.6] 

 

55,8 

133,5 

109,3 

150,1 

148,1 

120,2 

120,4 

133,6 

122,9 

65,1 

55,7 

126,3 

110,0 

145,3 

146,8 

114,7 

123,7 

145,5 

114,9 

166,4 

55,7  

126,7 

109,3 

145,5 

147,2 

114,3 

123,7 

144,9 

114,7 

166,8 

55,8  
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I.1.3.9 Elucidation structurale du composé 9 

OCH3

OH

O

O

O

OH

OCH3

HO

OCH3

O

OH

OCH3

 

Secolignan 9,9’-diferuloyl-secoisolariciresinol 

Le compose 9 poudre blanche soluble dans le chloroforme, présente un pic d’ion pseudo 

moléculaire à 737,52 dans le spectre de masse ESI/MS (Figure I.1.3.9.1) enregistré en mode 

positif correspondant à une masse moléculaire 714 uma de formule brute C40H42O12.  

 

Figure I.1.3.9.1 Spectre de masse MS/ESI de composé 9 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.9.2) de ce composé montre la présence d’un ensemble de 

signaux caractérisant dans un premier point de vue un squelette lignane, reconnaissable par 

deux systèmes aromatiques trisubstitués, des signaux de protons aliphatiques et des 

groupements méthoxyles.  
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Une analyse des spectres RMN 
1
H, 

13
C et le spectre de masse de ce composé montre que cette 

structure possède une symétrie. En effet : 

- Des doublets  résonant à δH 6,79, 6,61, et 6,53 attribués à H-5,5
׳
, H-6,6

׳
, et H-2,2

׳
 des 

noyaux A et B. 

Le spectre de proton (Figure I.1.3.9.2) montre également les signaux suivants : 

- Deux doublet de doublets résonants à 2,72 ppm attribuables à deux groupements 

méthylènes (CH2). 

- Un signal sous forme d’un massif résonant à 2,22 ppm attribué à deux groupements 

méthines (CH). 

- Deux doublet de doublets résonant à 4,39 et 4,21 ppm attribué à deux protons Ha, Hb 

de deux groupements méthylènes oxygénés. 

- Deux singulets à δH  3,77 ppm attribué à deux groupements méthoxyles. 

- deux singulets résonant à δH 5,45 et 5,85 ppm intégrant pour deux protons attribués à 

deux groupements hydroxyphenyles. 

 

 

Figure I.1.3.9.2 Spectre RMN 
1
H de composé 9 dans CDCl3 

 

L’expérience COSY (Figure I.1.3.9.3) met en évidence la présence de deux groupes propanol 

à travers les corrélations observés entre le proton résonant à 2,72 et le proton à 2,22 ppm qui 

couple à son tour avec les protons du groupement CH2 oxygénés résonant à 4,39 et 4,21 ppm. 
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Figure I.1.3.9.3 Spectre COSY de composé 9 dans CDCl3 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.9.4) montre les corrélations entre les protons du 

méthoxyle et les carbones quaternaires C3, C3
 ׳
(145,1) du noyau A et B,  les carbones C4, C4

 ׳

(143,9) et les protons des groupements hydroxyles résonant à 5,45 ppm. 

Les deux chaines propanol sont lié aux noyaux A et B à C1 et C1
 ׳
a travers les corrélations 

entre les protons résonant à 2,72 ppm et les carbones C1, C1
 ׳
 résonant à 126,8 ppm. 

 

 

Figure I.1.3.9.4 Spectre HMBC de composé 9 dans CDCl3 
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Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.9.5) montre également d’autres signaux des protons de 

deux noyaux aromatiques trisubstitués ; en effet : 

- Un doublet résonant à 7,01 attribué à H2
״
, H2

״׳
 

- Deux doublet de doublets résonant à 7,07 et 6,91 ppm attribués  respectivement à H6
״
-

6
׳׳׳
 et H5

״׳
 

- Deux groupements méthoxyles et deux hydroxyles  à 3,93 et 5,45 ppm. 

- Deux doublets résonant à 7,59 et 6,28 ppm (J=15,9 Hz) attribuables à des protons 

oléfiniques de deux doubles liaisons de géométrie trans. 

 

Figure I.1.3.9.5 Spectre RMN 
1
H de composé 9 dans CDCl3 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.9.6) montre une corrélation entre les protons  de la double 

liaison et un carbonyle résonant à 167,2 ppm correspondant au C9
״
, C9

״׳
, ce dernier montre 

une corrélation avec les protons résonant à 4,39 et 4,21 ppm attribuables à H9a, b, H9
׳
a, b. 
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O
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          Figure I.1.3.9.6 Spectre HMBC de composé 9 

 

Cette analyse spectrale nous à conduit vers la structure  9,9׳-diferuloyl- secoisolariciresinol 

Sécolignane, isolé antérieurement de l’espèce Machilus thunbergii de la famille Lauraceae 

[254]. 

 

OCH3

OH

O

O

O

OH

OCH3

HO

H3CO

O

OH

OCH3

 

 

Le tableau suivant reproduit tous les déplacements chimiques des protons et carbones du 

composé 9. 
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Tableau I.1.3.9 : Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 9 dans le CDCl3  

 

position δH (ppm), (m), J(Hz) δC(ppm) 

1,1’ 

2,2’ 

3,3’ 

4,4’ 

5,5’ 

6,6’ 

7a,7a’ 

7b,7b’ 

8,8’ 

9a,9a’ 

9b,9b’ 

OMe 

1
״
,1

 ״׳

2
״
,2

״׳
 

3
״
,3

״׳
 

4
״
,4

״׳
 

5
״
,5

״׳
 

6
״
,6

״׳
 

7
״
,7

 ״׳

8
״
,8

 ״׳

9
״
,9

״׳
 

OMe 

/ 

6,53, d (1,7) 

/ 

/ 

6,79,  d ( 8,0) 

6,61,  dd, (8,0,1,7) 

2,72,  dd, (13,6, 7,3) 

2,70,  dd, (13,6, 7,2) 

2,22,  m 

4,39,  dd, (11,4, 5,7) 

4,21,  dd,  (11,4, 5,3) 

3,92,  S 

/ 

7,01,  d, (1,8) 

/ 

/ 

6,91,  d, (8,2) 

7,07,  dd, (8,2,1,8) 

6,28,  d, (15,9) 

7,59 , d, (15,9) 

/ 

3,77 , s 

126,8 

111,2 

145,1 

143,9 

114,1 

121,7 

35,3 

// 

40,2 

64,4 

// 

55,9 

131,7 

109,4 

146,6 

148,0 

114,2 

114,7 

115,2 

143,9 

167,2 

56,0 
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I.1.3. 10 Elucidation structurale du composé 10 

O

O

HH

HO

H3CO

OH

OCH3

OCH3  

diepoxy lignane (+) medioresinol. 

 

Ce composé  est obtenu sous forme d’une poudre blanche visible sous la lumière UV, il se 

colore en mauve après révélation avec H2SO4 et chauffage. 

Le spectre de masse de ce composé obtenu par ionisation éléctrospray ESI/MS (figure 

I.1.3.10.1) montre un pic d’ion pseudomoléculaire à m/z = 411 attribué à une masse 

moléculaire 388 uma correspondant à une formule brute  C21H24O7. 

 

 

Figure I.1.3.10.1 Spectre du masse ESI/MS de composé 10 

 

Les spectres RMN 
1
H et RMN 

13
C de ce composé enregistrés à 600 MHz dans MeOD montre 

une série de signaux d’absorption aromatiques et aliphatiques caractéristiques d’un squelette 

lignane. 

Partant de la zone aromatique, allant de 6,67 à 6,98 ppm, le spectre RMN 
1
H (Figure 

I.1.3.10.2) montre la présence des signaux d’un système aromatique trisubstitué à δH= 6,98 
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(S, H-2
׳
), 6,80 (dd, 8.0, 1.7, H-6

׳
), et 6,81 (dd, 8.0, 1.7, H-5

׳
) et un signal sous forme d’un 

singulet résonant à 6.67 ppm attribué à un proton aromatique d’un noyau tétrasubstitué. 

 

 

Figure I.1.3.10.2 Spectre RMN1H de composé 10 dans MeOD 

L’expérience HSQC (Figure I.1.3.10.3) montre que les carbones correspondant à ces protons 

aromatiques sont repérés à 111,0, 116,1, 120,1, et 104,5 ppm respectivement. 

 

 

Figure I.1.3.10.3 Spectre HSQC de composé 10 
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L’analyse du spectre RMN
13

C montre la présence des carbones quaternaires localisés à δC 

147,9, 147,6, 146,0, 135,0 et 131,5 ppm, attribué a partir des corrélations en 
3
J sur le spectre 

HMBC (Figure I.1.3.10.4) comme suit : 

Le proton H-2
׳
 et C4

 ׳
(147,6), H-5

׳
 et C1

 ׳
(132,4) et C3

׳
 (146,0) pour le noyau A, H2

׳׳
 et C3

׳׳  

(147,9), H-6
׳׳
 et C5

׳׳  
(147,9) et C1

׳׳
(131,5) pour le noyau B.  

Cette répartition des carbones et protons aromatiques confirme la présence de deux noyaux 

aromatiques l’un trisubstitué et l’autre tétrasubstitué. 

D’autre part, le spectre proton (Figure I.1.3.10.2) montre des signaux sous forme de trois 

singulets résonant à 3,90, 3,91, et 3,89 ppm attribuables à trois groupements méthoxyle, liés 

aux noyaux A et B par les carbones C3′, C3
″
et C5

״
  d’après les corrélations observés dans le 

spectre HMBC (Figure I.1.3.10.4) . 

 

 

Figure I1.3.10.4 Spectre HMBC du composé 10 

 

Le spectre proton présente également d’autres signaux de protons aliphatiques sous forme de 

deux doublet de doublets à 4,74 et 4,27 ppm et un doublet de doublet de doublet résonant à 

3,11 ppm, leurs carbones sont repérés à 87,6, 72,7, et 52,0 ppm respectivement d’après les 

corrélations H-C observées sur le spectre HSQC (Figure I.1.3.10.5).  
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Figure I.1.3.10.5 Spectre HSQC du composé 10 

 

Le spectre COSY (Figure I.1.3.10.6),  à partir des corrélations entre H1-H2/H5-H6 et H4–

H5/H1-H8, montre que les carbones forment l’enchainement d’un  groupement propanediol.  

 

 

Figure I.1.3.10.6 Spectres COSY du composé 10 
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L’expérience HMBC (Figure I.1.3.10.7) montre des corrélations H-C conduisant à la 

formation d’un squelette furofurane à travers les couplages entre le proton H-2 et les carbones 

C1, C4,  C8. 

La liaison du groupement furanofurane avec les  deux noyaux aromatiques A et B se fait par 

les liaisons C1
׳
-C8 et C1

״
-C4 à travers les corrélations suivantes : 

- les protons H-2
 ,״

H-6
 ״
(6,67), et le carbone C4 (87,2). 

- les protons H-2
 ׳
(6,98), H-6

׳
 (6,80) et le carbone C8 (87,2). 

 

 

Figure I.1.3.10.7 Spectre HMBC du composé 10 

L’ensemble de ces données spectrales et la comparaison avec la littérature permettent de 

proposer la structure suivante pour le composé 10: Phenol, 2,6-dimethoxy-4-[tetrahydro-4-

(4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-1H, 3H-furo[3,4-c]furan-1-yl] isolé de l’espèce Eucommia 

ulmoides (Eucommiaceae)[255]. 
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Le tableau suivant reproduit les déplacements chimiques des protons et des carbones du 

composé 10. 

Tableau I.1.3.10 Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 10 dans le MeOD3  

 

Position δH (ppm), (m), J(Hz) δC(ppm) 

 

1 

2a 

2b 

3 

4 

5 

6a 

6b 

7 

8 

1
 ׳

2
 ׳

3
 ׳

4
 ׳

5
 ׳

6
 ׳

OMe 

1
 ׳׳

2
 ׳׳

3
 ׳׳

4
 ׳׳

5
 ׳׳

6
 ׳׳

OMe 

 

3.11 dd, 8.0, 1.7 

3.91  

4.27 

/ 

4.74 

3.11 

3.91 

4.27 

/ 

4.74 d, 8.0 

/ 

6.98, s 

/ 

/ 

6.81 dd, 8.0, 1.7 

6.80 dd,8.0, 1.7 

3.89 

/ 

6.67 s 

/ 

/ 

/ 

6.67 s 

3.90-3.91 

 

52.0 

72.7 

/ 

/ 

87.6 

52.0 

72.7 

/ 

/ 

87.6 

132.4 

111.0 

146.0 

147.6 

120.1 

116.1 

56.3 

131.5 

104.5 

146.9 

147.6 

146.9 

104.5 

56.3 
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I.1.3.11 Elucidation structurale du composé 11 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

H

H

HO

HO

H3CO

 

Erythro -4
׳
 -tetramethoxy-׳ 5,״ 3,׳ tetrahydroxy-3,3-״ 9,״ 7,״4,

 diepoxylignan (buddlenol E)-9,׳ 7:׳ oxy-7,9-״ 4,8

Le spectre de masse du composé 11 enregistré en mode positif ESI/SM (Figure I.1.3.11.1) 

montre un pic d’ion pseudomoléculaire à 607,233 correspondant à une masse moléculaire 584 

uma et une formule brute C31H36O11. 

 

Figure I.1.3.11.1 Spectre de masse ESI/MS du composé 11 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.11.2) du composé 11 est très voisin de celui du composé 

10, en effet, en reconnait tous les signaux caractéristiques des protons, à savoir : 

- les signaux des protons aromatiques de deux noyaux résonant à δH 6,98 (s, H-2
׳
), 6,81 

(dd, H-5׳), 6,80 (dd, H-6׳) pour le noyau trisubstitué, et 6,63 (s, H-2״, H-6״) pour le 

noyau tétrasubstitué. 
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- les signaux des protons de groupement furanofurane résonant à δH 3,07 (dd, H-1, H-5), 

4,27 (dd, H-2a, H-6a), 3,90 (dd, H-2b, H-6b), 4,75 (dd, H-4a, H-8a) et 3,90 (dd, H-4b, 

H-8b). 

- les signaux des groupements méthoxy à δH 3,93-3,89 ppm. 

La différence notable entre les composés 10 et 11 apparait clairement dans le spectre RMN 
1
H 

(Figure I.1.3.11.2) qui montre pour le composé 11 la présence de signaux d’un autre noyau 

aromatique trisubstitué  résonant à 6,90, H-2
״׳
, 6,85, H-5

״׳
 et 6,73 ppm H-6

״׳
.  

 

 

Figure I.1.3.11.2 Spectres RMN
1
H de composé 10 (MeOD) et Composé 11(CDCl3) 

Des signaux des groupements oxyméthines et oxyméthylènes sont également observés à δH  

5,01, 4,13, 3,90 et 3,48 ppm, leurs carbones sont repérés à 86,0, 71,0, et 59,0 ppm dans le 

spectre HSQC. 

L’expérience COSY (Figure I.1.3.11.3) montre que ces protons forment un système de spins 

de quatre protons d’un enchainement du groupement propanetriol à travers les corrélations H-

H suivantes :  

- le proton résonant à 5,01 (d, J= 5,6 Hz, H-7
״׳
) et le proton à 4,13 (dd, J=5,6 Hz, H8

״׳
). 

- le proton H8
״׳
et le proton 3,48 (H9a

׳׳׳
). 

- le proton H9a
׳׳׳
 et le proton 3,90 (H9b

׳׳׳
). 
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Figure I.1.3.11.3 Spectre COSY de composé 11 dans MeOD 

Les connexions des différents fragments de ce composé est réalisé par l’expérience HMBC 

(Figure I.1.3.11.3) qui montre les corrélations en  
2
J, 

3
J entre les protons H7

״׳
et le carbone 

C1
״׳
 (131,6 ppm) et entre le proton H8

״׳
 et le carbone C4

″ 
(145,5 ppm). 

 

 
Figure I.1.3.11.4 spectre HMBC de composé 11 

En se basant sur ces données spectroscopiques, et en comparaison avec les données de la 

littérature [256,257],  le composé 11  est identifié comme étant : Erythreo-4
׳
,4

״
,7

״
,9

״
-

tetrahydroxy-3,3
׳
, 3

״
,5

׳
-tetramethoxy-4,8

״
-oxy-7,9

׳
:7

׳
,9-diepoxylignan (buddlenol E). 

OH

O

HO

7"'

8"'

9"'

H

H

H

H
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Ce composé est isolé pour la première fois dans le genre Eryngium. 

Le tableau suivant rassemble tous les déplacements chimiques des protons et carbones de 

composé 11 

Tableau I.1.3.11 Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 11 dans le CDCl3. 

  

Position δH (ppm), (m), J(Hz) δC(ppm) 

1 

2a 

2b 

3 

4 

5 

6a 

6b 

7 

8 

1
 ׳

2
 ׳

3
 ׳

4
 ׳

5
 ׳

6
 ׳

OMe 

1
׳׳  

2
׳׳  

3
׳׳  

4
׳׳  

5
׳׳  

6
׳׳  

OMe 

1
׳׳׳  

2
׳׳׳  

3
׳׳׳  

4
׳׳׳  

5
׳׳׳  

6
׳׳׳  

7
׳׳׳
 

8
׳׳׳
 

9
׳׳׳
a 

9
׳׳׳
b 

OMe 

3.07 dd, 8.0, 1.7 

3.90  

4.30 

/ 

4.75 

3.07 

3.90 

4.27 

/ 

4.74 d, 8.0 

/ 

6.98, s 

/ 

/ 

6.81 dd, 8.0, 1.7 

6.80 dd,8.0, 1.7 

3.89 

/ 

6.63 s 

/ 

/ 

/ 

6.67 s 

3.90-3.91 s 

/ 

6.90 

/ 

/ 

6.85 

6.73 

5.01, d, 5.6 

4.13, dd, 5.6 

3.48 

3.90 

3.91 s 

54.0 

71.5 

/ 

/ 

85.80 

54.5 

72.1 

/ 

/ 

85.9 

131.9 

110.4 

146.0 

145.5 

120.3 

115.6 

56.3 

131.5 

105.0 

146.0 

145.5 

145.3 

102.7 

56.2 

132.7 

109.8 

145.4 

145.5 

119.9 

114.3 

71.0 

86.0 

59.0 

/ 

56.2 
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I.1.3.12 Elucidation structurale du composé 12 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

OH

H

H

HO

H3CO

 

Threo -4
׳
-9,׳ 7:׳ oxy-7,9-״ tetramethoxy-4,8-׳ 5,״ 3,׳ tetrahydroxy-3,3-״ 9,״ 7,״4,

diepoxylignan (Buddlenol E) 

Le spectre de masse de composé 12 (Figure I.1.3.12.1) montre un pic d’ion pseudo 

moléculaire identique à celui de composé 11 à m/z 607 et une masse moléculaire 584 uma 

correspondant à la même formule brute de composé 11 (C31H36O11). 

 

 

Figure I.1.3.12.1 Spectre de masse ESI /MS de composé 12 

L’analyse du spectre RMN de proton (Figure I.1.3.12.2) de composé 12 montre une 

similitude structurale avec le composé 11 déjà identifié, en effet, les signaux des protons 

aromatiques et du groupement furanofurane sont identiques à celles du composé 11, la seule 

différence observé c’est la valeur de constante de couplage des protons H7
׳״
 et H8

 ׳״
qui a été 

augmenté de J=5,6 Hz pour le composé 11 à J=8,5 Hz pour le composé 12. 

 



Chapitre III                                                                                          Etudes phytochimiques 

                                                                                                                                          Partie I 

131 
 

 

Figure I.1.3.12.2 spectres RMN 
1
H de composé 11 et composé 12 dans CDCl3 

Le composé 12 correspond à l’isomère (thréo) du composé 11 (erythro), cela est confirmé par 

la même formule moléculaire et la même masse des deux composés 11 et 12. 

Ce composé est connu sous le nom   Threo -4
׳
-׳ 5,״ 3,׳ tetrahydroxy-3,3-״ 9,״ 7,״4,

tetramethoxy-4,8 ״-oxy-7,9 9,׳ 7:׳-diepoxylignan (buddlenol E), isolé de l’espece Buddleya 

davidii [256,257], et pour la première fois dans le genre Eryngium. 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

H

H

HO

HO

H3CO
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I.1.3.13 Elucidation structurale du composé 13 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

H

H

HO

HO

H3CO

H3CO

 

Buddlenol C 

Le composé 13 sous forme d’une poudre blanche soluble dans le chloroforme, son spectre de 

masse enregistré en mode positif ESI/MS (Figure I.1.3.13.1) affiche un pic d’ion pseudo 

moléculaire à m/z = 637 [M+Na] 
+
, correspondant à une masse moléculaire de 614 uma soit 

une formule brute C32H38O12. 

 

Figure I.1.3.13.1 Spectre de masse ESM/SI de composé 13. 

L’analyse de spectre RMN
1
H (figure I.1.3.13.2) de ce composé révèle une très grande 

analogie avec celui de composé 12 en effet, 
 

- les signaux des noyaux aromatiques résonant à δH  6,98 (d, H-2
״׳
), 6,85 (d, H5

״׳
), 6,88 

(d, H-6
״׳
), 6,62 (s, H2

׳
-6

׳
), 6,59 (s, H2

״
, H6

׳׳
). 

- Les signaux de groupement furanofurane  à 4,75 (H-2 et H-6), 4,29 (H-4b, H-8b), 3,56 

(H-4a-H-8a), 3,08 (H-1, H-5)  
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- Les signaux de la chaine propanetriol résonant à 5,02 (H-7
״׳
), 3,95 (H-9a

״׳
), 3,73 (H-

8
״׳
), 3,29 (H-9b

״׳
). 

La seule différence notable c’est la disparition du doublet de proton H5
״
 et l’apparition d’un 

singulet résonant à δH 6,55 ppm intégré pour deux protons attribuables à H-2
״
 et H-6

״
. 

La différence de 30 uma entre les masses moléculaires de composé 12 (M = 584 uma) et 13 

(M = 614 uma) indiquant la présence d’un groupement O-CH3 lié au carbone C-5
״
du noyau B 

 

Figure I.1.3.13.2 Spectre RMN 
1
H de composé 13 

Ce composé connu sous le nom Buddlenol C a été isolé antérieurement de l’espèce Buddleya 

davidii [256], et pour la première fois dans le genre Eryngium. 

 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

H

H

HO

HO

H3CO

H3CO

 

Buddlenol C 
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I.1.3.14 Elucidation structurale du composé 14 

O

O

HH

OH

OCH3

OCH3

O

H3COHO

H

H

HO

HO

H3CO

H3CO

H3CO

 

Buddlenol D 

Le spectre de masse du composé 14 enregistré en mode positif ESI/MS (Figure I.1.3.14.1)  

montre un pic d’ion pseudomoléculaire à 667 [M+Na]
+
, correspondant à une masse 

moléculaire de 644 uma et une formule brute en C33 H40 O13. 

 

Figure I.1.3.14.1 Spectre de masse ESI/SM de composé 14 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.14.2) de ce composé présente de grande similitude avec 

celui du composé 13, il permet l’identification de tous les protons d’un même squelette 

lignane confirmé par l’analyse conjointe des spectres COSY H-H, HSQC, HMBC. 

L’analyse a abouti également à l’identification des trois noyaux aromatiques A, B et C. La 

seule différence entre les deux composés 13 et 14 se situe au niveau du noyau aromatique C 

qui présente une symétrie, et montre une disparition de doublet de proton H-5
 ״׳

qui a été 

remplacé par un singulet résonant à 6,65 ppm attribué au protons H-2
״׳
 et H-6

״׳
, ceci est 
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expliqué par la différence de 30 uma entre les masse moléculaires des composés 13 ( M = 614 

uma) et 14 (M = 644 uma) indiquant la présence d’un groupement OCH3 au niveau de 

carbone C-5 du noyau C. 

 

Figure I.1.3.14.2 Spectre RMN1H de composé 14 dans le CDCl3 

Ce composé, connu sous le nom Buddlenol D, a été isolé précédemment de l’espèce Buddleya 

davidii [256], et  pour la première fois dans le genre Eryngium. 
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O

HH

OH

OCH3

OCH3

O
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H

H
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I.1.3.15 Elucidation structurale de composé 15 

O

OCH3
OCH3

OH
OH

H

O

 

Balanophonine 

Le composé 15 a été isolé sous forme d’une huile jaune soluble dans le chloroforme , il est 

identifié comme le Balanophonine par l’analyse combinée des spectres RMN 
1
H, HSQC, 

HMBC, et le spectre de masse (Figure I.1.3.15.1) qui montre un pic d’ionpseudo moléculaire 

à 379,23 correspondant à une masse moléculaire de 356 uma et une formule brute de 

C20H20O6.  

 

Figure I.1.3.15.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 15 

Le spectre de proton (Figure I.1.3.15.2) de ce composé affiche les signaux des protons 

aromatiques, aliphatiques et oléfiniques. 

- trois doublets résonant à 7,13, 7,03, 6,89 ppm attribuables aux protons H-5
׳
, H-3

׳
, H-6

׳
 

respectivement. 

- Un singulet résonant à 6,89 ppm attribués à H-3, H-5. 

- deux doublets résonant à 7,40, 6,59 ppm attribués à une double liaison trans 

(J=15,8Hz) 
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- deux signaux sous forme de singulet résonant à 3.86, 3,92 ppm attribuées aux 

groupements methoxy. 

- un signal résonant à 9,65 ppm attribué à un proton  d’un aldehyde.  

 

 

Figure I.1.3.15.2 Spectre RMN1H decomposé 15 dans CDCl3 

La comparaison de ces données spectrales avec celles du balanophonine isolé antérieurement  

de l’espèce Balanophora japonica [258] et l’espèce Aquilaria sinensis, confirment la structure 

du composé 15. Ce composé est isolé pour la première fois dans le genre Eryngium. 

O

OCH3
OCH3

OH
OH

H

O

 

Balanophonin 
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I.1.3.16 Elucidation structurale du composé 16  

O

OCH3
OCH3

H
OH

OH
O

 

Ficusal 

Le spectre de masse de composé 16 enregistré en mode positif (Figure I.1.3.16.1)  montre un 

pic d’ion pseudomoléculaire à 353,24 correspondant à une formule brute C18H18O6 avec une 

différence de 26 uma en comparaison avec le composé 15 déjà identifié. 

 

 

Figure I.1.3.16.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 16 

Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.16.1)  montre clairement que le composé 16 est de 

constitution quasi identique à celui de composé 15, en fait, le spectre RMN  proton affiche 

tous  les signaux des protons de la structure comme suit : 

- Un singulet résonant à 8,59 ppm attribué à un proton de la fonction aldéhyde. 

- Un autre singulet résonant à 6,98 ppm intégré pour deux protons attribués aux H3 et 

H5. 

- Trois doublets résonant à 6,88, 6,82, 6,80 ppm attribués aux protons H2
׳
, H5

׳
 et H6

׳
. 

- Un doublet résonant à 5,68 ppm attribué à H7
׳
. 
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- Un doublet de doublet résonant à 3,89 ppm attribué à H9
׳
. 

- Un signal sous forme d’un massif résonant à 3,67 attribué à H8
׳
. 

La seule et unique différence constatée lors de la comparaison avec le composé 15, a trait à la 

disparition des protons de la double liaison H7-H8, avec le singulet résonant à 6.98 ppm 

attribuable à H-3 et H-5 dans le composé 16 au lieu de 6,90 ppm dans le composé 15, la 

différence  de 26 uma observée au niveau des spectres de masse, confirme le rattachement 

direct de la fonction aldéhyde au carbone C4 . 

 

 

Figure I.1.3.16.2 Spectres RMN 
1
H des composés 15 et 16 
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En se basant sur ces données spectroscopiques, et en comparaison avec les données de la 

littérature le composé 16 est identifié sans ambigüité au ficusal  

 

Ce composé est  isolé précédemment de l’espèce  Ficus microcarpa [259], et pour la première 

fois dans le genre Eryngium. 

I.1.3.17 Elucidation structurale du composé 17 

OH

O

OCH3

OCH3

OH

H H

1

2 3

1" 3"

3'

1'

 

Threo-2, 3-bis (4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol 

Le compose 17 obtenu sous forme d’une poudre blanche soluble dans le chloroforme, son 

spectre de masse enregistré en mode positif ESI/MS (Figure I.1.3.17.1) montre un pic d’ion 

pseudomoléculaire à 399 correspondant à une masse moléculaire de 376 uma et une formule 

brute de  C21 H28 O6. 

 

Figure I.1.3.17.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 17 
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Le spectre RMN 
1
H (Figure I.1.3.17.2) montre des signaux des protons aromatiques, 

aliphatiques et des protons oxycacbones. 

Partant de la zone aromatique qui présente deux noyaux benzène trisubstitué, en reconnait :  

- Deux doublets résonant à 6,74 et 6,32 ppm attribués aux protons H-5׳ et H-2׳ 

respectivement. 

- un doublet de doublet résonant à 6,50 ppm attribué à H-6
 ׳
pour le premier noyau.  

Du même   pour le deuxième noyau,  

- deux doublets résonant à 6,72 et 6,54 ppm attribué aux protons H-5
 ״
et H2

״
. 

- un doublet de doublet résonant à 6,53 ppm attribué au proton H-6״. 

 

 

Figure I.1.3.17.2 spectre RMN1H de composé 17 dans CDCL3 

Le spectre RMN 
13

C (Figure I.1.3.17.3) montre la présence de  

- six groupements méthines résonants à 111,6 (C-2׳), 109,4 (C-2״), 114,1 (C-5׳), 113,7 

(C-5״), 120,6 (C-6׳) et 120,3 (C-6״). 

- deux carbones quaternaires résonant à 131,3 (C-1) et 132,5 (C-1״). 

- quatre oxycarbones résonants à 146,2 (C-3׳), 146,3 (C-3״), 144,3 (C-4׳), 144,9 (C-4״)  

- deux groupements méthoxy résonant à 55,9 ppm sont rattachés au carbones C-3׳ et  

C-3
״
 à travers les corrélations entre les protons résonant à 3,71, 3,75 ppm et leurs   

carbones C-3
׳
, C3

 ״
observés dans le spectre HSQC (Figure I.1.3. 17.4). 
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Figure I.1.3.17.2 Spectre  RMN 
13

C du composé 17 dans CDCl3 

Le spectre proton montre également des protons aliphatiques sous forme de deux doublets de 

doublet résonant à 4,17 et 3,85 ppm, un doublet de doublet de doublet résonant à 3,00 ppm et 

un doublet à 4,40 ppm, leurs carbones repérés à 67,0, 55,0, 88,2 ppm respectivement dans le 

spectre HSQC (Figure I.1.3.17.3). 

 

Figure I.1.3.17.3 Spectre HSQC de composé 17 dans CDCl3 
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Ces protons montrent des corrélations dans le spectre COSY (Figure I.1.3.17.4) indiquant la 

présence d’un fragment 1,3- propanediol. 

 

Figure I.1.3.17.4 Spectre COSY du composé 17 dans CDCl3 

D’autres signaux aliphatiques sont observés sur le spectre RMN proton sous forme d’un 

multiplet résonant à 3,34 ppm correspondant à un (CH2-O), deux multiplets résonant à 1,6 et 

1.3 ppm correspondants au deux CH2, et un triplet à 0,9 ppm correspondant à un groupement 

méthyle. Ces protons appartenant à une chaine linéaire butanol d’après les corrélations H-H 

observés dans le spectre COSY (Figure I.1.3.17.4). 

 

OHO
1

2 3
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Figure I.1.3.17.4 Spectres COSY de composé 17 dans CDCl3 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.17.5) permet de relier tous les fragments de la structure à 

travers les corrélations suivantes : 

- Le proton H3 et les carbones C1
׳
, C2

״
, C6

״
 lié le groupe propanediol avec les deux 

noyaux benzénique. 

- la corrélation entre le proton H1
 ״׳

et le carbone C3 relie la chaine butanol à la chaine 

propanediol. 

 

Figure I.1.3.17.5 Spectre HMBC de composé 17 dans CDCl3 

OH
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OH
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2 3
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Cette analyse spectrale permet d’attribuer pour le composé 17 la structure suivante : Threo-2, 

3-bis (4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol. 

Ce composé a été isolé  pour la première fois de l’espèce Casearia grewiifolia [260]. 

OH

O

OCH3

OCH3

OH

 

Tous les déplacements chimiques des protons et des carbones sont rassemblés dans le tableau 

suivant : 

Tableau I.1.3.17: Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 17 dans le CDCl3  

 

position δH (ppm), (m), J(Hz) δC(ppm) 

1 

 

2 

3 

1
 ׳

2
 ׳

3
 ׳

4
 ׳

5
 ׳

6
 ׳

OMe 

OH 

1
׳׳  

2
׳׳  

3
 ״

4
 ״

5
 ״

6
 ״

OMe 

OH 

1
״׳
 

 

2
״׳
 

3
״׳
 

4
״׳
 

4,17  dd (11,1, 8,7) 

3,85 dd (11,1, 3,9) 

3,00 ddd (8,7, 8,7, 3,9) 

4,40  d (8,7) 

/ 

6,32 d (1,8) 

/ 

/ 

6,74  d  (8,1) 

6,50  dd (8,1, 1,8) 

3,71  s 

5,43  brs 

/ 

1,39  m 

/ 

/ 

6,72  d (7,8) 

6,53  m 

3,75  s 

5,50  brs 

3,28  m 

3,34  m 

1,58  m 

1,39  m 

0,9 t  (7,2) 

66,9 

 

55,0 

88,2 

131,3 

111,6 

146,2 

144,3 

114,1 

120,6 

55,9 

/ 

132,5 

109,3 

146,3 

144,9 

113,7 

120,3 

55,8 

/ 

68,7 

 

31,9 

19,5 

13,9 
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I.1.3.18 Elucidation structurale du composé 18 

OH

O

OCH3

OCH3

OH

H H

HO

 

Erythro-2, 3-bis (4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol 

Le composé 18 a été isolé sous forme d’une poudre blanche, son spectre de masse enregistré 

en mode positif ESI/SM (Figure I.1.3.18.1) présente la même masse et la même formule 

moléculaire (C21H28O6) que le composé 17. 

Le spectre RMN 
1
H de ce composé (Figure I.1.3.18.2) est identique à celui de composé 17, la 

seule différence observé c’est au niveau de la valeur de constante de couplage des protons H2-

H3 qui a été diminué de J = 7,3 Hz dans le composé 17 (threo) à J = 5,2 Hz dans le composé 

18 (erythro). 

 

 

Figure I.1.3.18 Spectre de masse ESI/MS de composé 18 
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Figure I.1.3.18.2 spectre RMN1H de composé 18 dans CDCl3 

Cela, nous permet de suggérer la structure du composé 18 : l’erythro-2, 3-bis (4-hydroxy-3-

methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol. Isolé  pour la première fois de l’espèce Casearia 

grewiifolia [260]. 

OH

O

OCH3

OCH3

OH

H H

HO

 

I.1.3.19 Elucidation structurale du composé 19 

 

 

3-O-[(2'', 6''-di-E-O-para coumaroyle)-β-D glucopyranosyl ]-Kaempferol. 
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Le composé 19 a été obtenu sous forme d’une poudre jaune soluble dans le méthanol, son 

spectre de masse enregistré en mode positif ESI/MS (figure I.1.3.19.1) presente un pic d’ion 

pseudo moléculaire à m/z = 763 [M+Na]
+
, soit une masse moléculaire égale à 740 uma et une 

formule brute C39H32O15. 

 

Figure I.1.3.19.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 19 

Le spectre RMN
1
H (figure I.1.3.19.2) du composé 19 montre la présence d’un ensemble de 

signaux caractéristiques d’un squelette flavonoique de type flavonol reconnaissable à un 

système AB caractéristique d’une oxygénation en position 4' sur le noyau B. En effet : 

- Les doublets à δ = 6,87 ppm et δ = 8,96 ppm (J = 8,1Hz) d’intégration 2H chacun, 

sont attribuables à H-3', H-5' et H-2', H-6' respectivement. 

Le spectre montre également les signaux suivants : 

- Deux doublets (J = 2,3 Hz) d’intégration 1H, correspondant aux deux protons 

aromatiques méta couplé résonant respectivement à δ = 6,11 ppm et δ = 6,25 ppm et 

qui sont attribuable aux protons H-6 et H-8 respectivement du noyau A. 

- Un doublet (J = 7,6 Hz) intégrant pour un proton et résonant à δ = 5,62 ppm est 

attribuable à un proton anomérique. La présence de l’unité sucre est confirmée par une 

série des signaux résonant dans l’intervalle de [δH = 3,4 et δH = 4,5 ppm]. 

Le spectre RMN
1
H (Figure I.1.319.2) montre d’autres signaux aromatiques. En effet, les 

quatre doublets (J = 9,3 Hz) observés à δ = 6,81, 6,83, 7,32 et 7,50 ppm sont attribuables à la 
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présence de deux noyaux aromatique para substitués. Ces protons sont nommés (H3
'''
,5

'''
)1, 

(H3
'''
, 5

'''
)2,  (H2

'''
, 6

'''
)2 , (H2

'''
, 6

'''
)1  respectivement. 

Quatre doublets (J = 16,0 Hz) s’intégrant chacun pour un proton et résonant à δH = 6,09, 

6,45, 7,45, 7,75 ppm respectivement, caractéristiques des protons oléfiniques. Donc la 

molécule présente deux doubles liaisons de géométrie trans. 

 

 

Figure I.1.3.19.2 Spectre RMN1H de composé 19 dans MeOH 

Partant du proton anomère de sucre cité précédemment et résonant à δ = 5,62 ppm, 

l’expérience COSY H-H (figure I.1.3.19.3) permet d’observer les corrélations suivants : 

- Le proton anomère H-1" et le proton résonant à δ = 5,10 ppm correspondant au proton  

H-2
"
 

- Le proton H-2"et le proton H-3" résonant à δ = 3,71 ppm,  lui-même corrélant avec un 

signal à δ = 3,45 ppm correspondant au proton H-4
"
, ce dernier donnant une tache de 

corrélation avec le proton H-5
"
résonant sous forme de multiplet à δ = 3,55 ppm. 

-  le proton H-5
" 

et les deux protons résonant sous forme de doublet de doublet (J =11,8, 

6.1 Hz) à δ = 4,21 ppm et 4,40 ppm correspondant respectivement aux protons H-6
'
b

 
et H-

6
'
a.  



Chapitre III                                                                                          Etudes phytochimiques 

                                                                                                                                          Partie I 

150 
 

 

Figure I.1.3.19.3 Spectre COSY de composé 19 dans MeOH 

Les déplacements chimiques de l’unité sucre, et la constante de couplage J = 7,6 Hz du proton 

anomérique sont en accord avec un D-glucose. 

La présence de deux doubles liaisons et deux noyaux aromatiques nous oriente vers la 

présence de deux groupements coumaroyles. 

L’expérience HMBC (Figure I.1.3.19.4) nous a permis de connecter tout les fragments de la 

structure à travers les corrélations suivantes : 

- Les deux protons H6a', H6b' et les protons oléfiniques H8''', H7''' corrèlent avec le 

carbone quaternaire résonant à δ = 168,99 ppm correspondant à un carbonyle. Cela 

suggère que la fonction alcool primaire du glucose est estérifiée par le 1
er

 groupement 

coumaroyle  

- Une  tache de corrélation observé entre le proton H2'' et le carbone quaternaire 

résonant à δC = 169,0 ppm  confirme l’estérification en C-2'' par le deuxième 

groupement coumaroyle. 
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Figure I.1.3.19.4 Spectre HMBC de composé 19  

Ainsi, l’analyse spectrale permet d’attribuer la structure suivante au Composé 19 :  

3-O-[(3'', 6''-di-O-para coumaroyle)-β-D glucopyranosyl ]-Kaempferol. Isolé de l’espece 

Quercus ilex [261]. 

 

Le tableau suivant résume tout les déplacements chimiques des protons et carbones du 

composé 19 : 
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Tableau I.1.3.19.4 Déplacements chimiques RMN 
1
H et 

13
C du composé 19 dans le     

MeOD. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

N° δH (ppm), (m), J (Hz) δC (ppm), 

Aglycone 

1 (O) 

2 (C) 

3 (C) 

4 (CO) 

5 (C) 

6 (CH2) 

7 (C) 

8 (CH) 

9 (C) 

10 (C) 

1' (C) 

2', 6' (CH) 

3', 5' (CH) 

4' (C) 

Glucose 

1'' (CH) 

2''(CH) 

3'' (CH) 

4''(CH) 

5''(CH)
 

6a''(CH) 

6b''(CH) 

Cinnamoyle I 

1'''(C) 

2''', 6'''(CH) 

3''', 5'''(CH) 

4'''(C) 

7'''(CH) 

8'''(CH) 

9'''(CO) 

Cinnamoyle II 

1'''(C) 

2''',   6'''(CH) 

3''', 5'''(CH) 

4'''(C) 

7'''(CH) 

8'''(CH) 

9'''(CO) 

 

- 

- 

- 

- 

- 

6,11, d, 2,3 

- 

6.25, d, 2,3 

- 

- 

- 

8,96, d, 9,6 

6,87, d, 8,1 

- 

 

5,62, d, 7,6 

5,10 m 

3,71 m 

3,45 m 

3,55m 

4,21, dd, 11,8, 6.1 

4,40, d, 6,1 

 

- 

7,50 d, 8,1 

6,81 d, 9,3 

- 

7,45 d, 16,0 

6,09 d, 16,0 

- 

 

- 

6,09 d, 8,1 

7,45 d, 9,3 

- 

7,75 d, 16,0 

6,45 d, 16,0 

- 

 

- 

159,3 

135,1 

179,4 

163,0 

100,0 

166,0 

94,9 

158,5 

105,6 

122,7 

132,2 

116,8 

161,6 

 

103,7 

74,1 

78,7 

70,1 

75,7 

64,1 

- 

 

127,1 

131,2 

115,4 

161,3 

146,6 

114,6 

168,7 

 

127,3 

131,0 

115,7 

161,3 

146,6 

114,6 

169,0 
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I.1.3.20  Elucidation structurale du composé 20 

O

OH

HO

OH

O

O
O

OH

OH

O

O

O

HO

O

OH  

3-O-[(3'', 6''-di-Z-O-para coumaroyle)-β-D glucopyranosyl ]-Kaempferol 

Le composé 20 a été isolé sous forme d’une poudre jaune, il présente la même masse de 740 

uma et la même formule moléculaire C39H32C15 que le composé 19. 

 

 

Figure I.1.3.20.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 20  

Le spectre RMN
1
H (Figure I.1.3.20.2) de ce composé est identique a celui de composé 19, la 

seule différence observé c’est la diminution de la valeur de constante de couplage des protons 

(H7
״׳
-H8

״׳
) 1,2.    
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Figure I.1.3.20.2 Spectre RMN H de composé 20 dans le MeOH 

La comparaison de ces donnés spectrales avec celles des composés  isolés de l’espèce 

Quercus ilex [261] confirme la structure du composé 20, c’est le 3-O-[(3'', 6''-di-Z-O-para 

coumaroyle)-β-D glucopyranosyl ]-Kaempferol. Isolé pour la première fois de l’espèce 

Eryngium triquetrum. 
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OH

HO
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I.1.3. 21 Elucidation structurale du composé 21 

 

quercetin3-O-rutinoside (rutine). 

Le spectre de masse enregistré en mode positif ESI/MS du composé 21 montre un pic d’ion 

pseudo moléculaire à 633[M+Na]
+
 correspondant à une masse moléculaire 610 uma et une 

formule brute C27H30O16. 

 

 

Figure I.1.3.21.1  spectre de masse ESI/MS du composé 21. 

L’étude du spectre RMN1H donne les indications suivantes : 

- Deux doublets à 6,25 et 6,20 ppm correspondants au H6, H8 respectivement 
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- Deux doublets à 7,70 et 6,85 ppm correspondants au H2
׳
, H5

׳
 respectivement 

- Un doublet à 7,65 ppm correspondant à H6
׳
 

- Deux doublets résonant à 5,00 et 4,55 ppm attribuables à deux protons anomères H1
״
 

et H1
׳״
 de deux unités osidiques.

 

- Un signal résonant à 1,14 ppm sous forme d’un doublet intégrant pour 3 protons 

correspondant à un groupement CH3.
 

- Des signaux dans la région entre 3,35 et 3,85 ppm sont attribuables aux protons des 

deux unités osidiques. 

 

Figure  I.1.3.21.1  Spectre RMNH de composé 21 dans MeOD 

La comparaison des donnés RMN
1
H et ESI/MS avec celles de la littérature confirme la 

structure quercetin 3-O-rutinoside (rutine). 

C’est un composé très présent dans le règne végétal, il a été isolé pour la première fois de 

l’espèce Ruta graveolens (rutaceae) en 1842 [262]. 

I.1.3.22  Elucidation structurale du composé 22 
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Acide rosmarinique 
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Le composé 22 est obtenu sous forme d’une poudre blanche soluble dans le chloroforme, il se 

colore en mauve avec l’acide sulfurique. 

Ce composé est identifié par comparaison avec un échantillon témoin,  l’acide rosmarinique,  

les donnés ESI/MS et RMN1H sont on accord avec les donnés de la littérature [262]. 

En fait, le spectre proton affiche tous les signaux des protons de la même structure comme 

suit : 

- Trois doublets résonant à 7,10, 6,77, 6,95 ppm attribués à H2, H5, H6 respectivement. 

- Trois doublets résonant à 6,70, 5,95, 5,90 ppm attribués à H2׳, H5׳, H6׳ 

respectivement. 

- Deux doublets résonant à 7,55, 6,28 ppm avec J= 15,8 Hz attribués à deux protons 

oléfiniques de géométrie trans. 

- Un doublet de doublet résonant à 5,15 ppm attribué à H8׳. 

- Deus doublets de doublet résonant à 3,10 et 3,00 ppm attribuables aux protons H7′a, 

H7′b. 

 

 

Figure  I.1.3.21.1  Spectre RMNH de composé 22 dans MeOD 

L’acide rosmarinique est un ester de l’acide caféique, il a été isolé pour la première fois de 

l’espèce Rosmarinus officinalis, il est présent dans plusieurs familles notamment la famille 

Lamiaceae [263,264], Apiaceae et certaines plantes de la famille des Boraginaceae [265,266].   
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Conclusion 

L’étude phytochimique réalisé sur l’espèce Eryngium triquetrum plante endémique 

Algérienne et appartenant à la famille des Apiaceae, a abouti à l’isolement de  vingt deux (22)  

composés obtenus à l’état pur par l’utilisation de différentes méthodes chromatographiques, à 

savoir la chromatographie sur colonne en phase normale et en phase inverse Rp18, et la 

chromatographie liquide à haute performance HPLC. 

L’identification structurale des métabolites secondaires isolés a été réalisé par les méthodes 

d’analyse spectroscopiques modernes, en particulier la RMN 1D (
1
H et 

13
C) et 2D (COSY H-

H, HSQC, HMBC, NOESY), et la spectrométrie de masse à basse et haute résolution 

(ESI/MS, HRESIMS), et par comparaison avec les données de la littérature. 

Les composés identifiés appartiennent à trois classes de métabolites secondaires, les 

polyacétylènes, les flavonoïdes, polyphenoles et les lignanes. 

Ces métabolites secondaires se répartissent comme suit : 

- Sept polyacétylènes C-17 dont deux nouveaux (triquetridiol et triquitrol) et quatre décrits 

pour la première fois dans le genre Eryngium (panaxydiol cis et trans, pnaxjapyne B, et 

Heptadeca-1,8 diene-4,6 diyne-3-ol-10-one) et un falcarinol isolé précédemment des 

espèces E.yuccifolium, et E bourgaiti. 

- Neuf lignanes dont une paire de erythro / thréo le dimethoxy carolignane nouveau 

composé ; deux époxy-néolignanes, le balanophonin et le ficusal ; le diépoxy-lignanes  

le (+) - medioresinol et quatre sesquilignanes, le buddlenol C, le buddlenol D  

l’érythro/thréo  buddlenol E et le 9,9'-secolignane diferuloyl-sécoisolaricirésinol. 

- six composés phénoliques connus ont été identifiés: l’érythro/ thréo-2,3-bis (4-hydroxy-

3-méthoxyphényl)-3-méthoxypropane-1-ol, le cis et trans kaempférol-3-O- (2,6-di-P-

coumaroyl) –glucoside, le rutinoside et l’acide rosmarinique. 

Cette étude révèle la richesse du genre Eryngium en métabolites secondaire, ainsi que leur 

diversité structurale ou l’on signale la présence des polyacétylènes en C-17, les flavonoïdes, 

les polyphenoles et les lignanes qui sont isolés pour la première fois dans le genre Eryngium. 
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II. 1. Etude phytochimique de l’espèce Phlomis herba-venti 

II.1.1  Extraction 

Les parties aériennes de la plante Phlomis herba-venti sont séchées puis finement broyées. La 

poudre obtenue (900 g) est mise à macération dans le mélange acétone/eau (70/30) pendant 48 

heures à la température ambiante (cette opération est répétée trois fois avec un renouvellement  

du solvant). Après filtration est concentration, La phase aqueuse résultante subit une 

extraction liquide-liquide avec des solvants non miscibles à l’eau, d’abord par l’éther 

diéthylique (500 ml, 3fois) puis le butanol (500 ml, 3fois). L’évaporation à sec des phases 

organiques a permis de recueillir les masses de 12 g de l’extrait éther diéthylique, et de 40 g 

de l’extrait butanolique.  

Les différentes étapes d’extraction de l’espèce Phlomis herba-venti sont représentées dans le 

Schéma II. 1. 1 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II. 1. 1. Schéma d’extraction de l’espèce Phlomis herba-venti 

 

La plante  Phlomis 

herba-venti 900 g 

-macération (acétone/eau 7/3) 

-filtration 

-évaporation 
Marcs 

Extrait aqueux 

Ether diethylique (1,5L) 

Phase  aqueuse Phase éther diéthylique  

Évaporation 

Extrait éther diethylique 

m= 12g 

 

m 

n-Butanol (1,5L) 

Phase butanolique 

Extrait butanolique 

M= 40 g 

Phase  aqueuse 

Évaporation 
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II.1.2  Séparation et purification 

Les deux extraits obtenus  analysés par chromatographie sur couche mince (CCM) dans 

différents systèmes de solvants montrent la richesse prévisible de l’extrait ether diethylique en 

métabolites secondaires. Le fractionnement primaire d’ether diethylique (9.0 g) a été réalisé 

par chromatographie sur colonne de gel de silice en phase normale. L’élution est effectuée 

avec le mélange chloroforme/méthanol à différentes polarités. Après l’examen de fractions 

collectées par la chromatographie sur CCM en phase normale et en phase inverse, et après 

leurs révélations par une solution de sulfate de cérium nous avons obtenus 11 fractions. Deux 

fractions ont été purifiées sur colonne de gel de silice.  

La fraction 1/7 révèle sur CCM une tache majoritaire.  Une purification par colonne de gel de 

silice en phase normale éluée par CHCl3/MeOH et en augmentant progressivement la polarité 

suivi par une précipitation dans le méthanol a permis d’obtenir le composé 23. 

La fraction 1/12 présente deux taches majoritaires. La chromatographie sur une colonne de 

gel de silice avec chloroforme /metanol comme éluant suivi par une purification sur une 

colonne de gel de silice phase inverse (Rp18), avec l’éluant methanol /eau  a permis d’obtenir 

le composé 24 à l’état pur. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I.1.2 Schéma de purification des produits de l’extrait éther 

diéthylique de l’espèce Phlomis herba-venti 
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II.1.3 Caractérisation des produits obtenus 

Les produits isolés ont été caractérisés par les méthodes d’analyse spectroscopiques RMN 1D  

du proton et du carbone 13, RMN 2D conjuguant les expériences COSY H-H, HSQC, 

HMBC, spectrométrie de masse ESIMS, et par comparaison avec la littérature. 

II.1.3.1 Elucidation structurale du composé 23 

 

Lamiide 

Ce composé est purifié sous forme d’une poudre blanche  soluble dans le méthanol. Il montre 

sur CCM une tache visible à la lumière UV à 254 nm se colorant en bleu après révélation par 

une solution de sulfate de cérium et chauffage. Le spectre de masse ESI-MS (figure II.1.3.1.1) 

de ce composé révèle un pic d’ion pseudomoléculaire [M+Na] 
+
 à m/z = 445,05 correspondant 

à une masse moléculaire égale à  422 uma et une formule brute C17H26O12. 

FigureII.1.3.1 Spectre de masse ESI/MS de composé 23 
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Le spectre RMN 
1
H (Figure II.1.3.2) de ce composé enregistré dans le méthanol montre des 

signaux de résonance propres à un noyau iridoïde. En effet, on observe : 

- Deux singulets  résonant dans le champ faible à 7,45 et 5,85 ppm caractéristiques des 

protons H-3 et H-1 respectivement. 

- Deux signaux sous forme de deux doublets de doublet résonant à 2,28 et 2,41 ppm 

attribués aux protons Ha et Hb d’un groupement CH2. 

- Un doublet de doublet résonant à 3,54 ppm correspondant au proton H-7. 

- Un signal sous forme d’un doublet résonant à 2,80 ppm correspondant au proton H-9 

- Un singulet résonant à 3,77 ppm caractéristique d’un groupement méthoxyle 

- Un autre singulet résonant à 1,14 ppm attribuable à un groupement méthyle. 

 

 

Figure II.1.3.2 Spectre RMN 
1
H de composé 23 dans MeOD 

Le spectre proton montre également des signaux caractéristiques d’un hexose, par la présence 

du proton anomère H1
 ׳
résonant sous forme d’un doublet à 4,61 ppm, et des signaux dans 

l’intervalle entre 3,18 et 3,92 ppm. 

L’expérience COSY permet de relier tous les protons de sucre à travers les corrélations 

suivantes : 

- Le proton anomère H1
 ׳
et le proton H2

׳
 résonant à 3,18 ppm (dd, J=7,9, 9,2 Hz). 

- Le proton H2
׳
 et le proton H3

׳
 résonant à 3,36 ppm. 
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- Le proton H3
 ׳
et le proton H4

׳
 résonant à 3,38 ppm 

- Le proton H4
 ׳
et un proton résonant sous forme de multiplet à 3,34 ppm attribué au 

proton H5
׳
, ce dernier couple avec deux protons à 3,68 et 3,92 ppm attribuables aux 

protons H6
׳
a et H6

׳
b . 

Les grandes valeurs de constante de couplages, indiquant que ces protons sont axiaux. Il s’agit 

donc d’un D glucose de configuration β au regard de la constante de couplage J1,2 = 7,9 Hz. 

L’expérience COSY montre aussi deux taches de corrélations entre le proton H7 et les protons 

géminés H6, et entre le proton H9 et H1 qui est présent entre deux atomes d’oxygènes au 

regard de sa grande valeur de déplacement chimique 5,84 ppm.  

 

Figure II.1.3.3 Spectre COSY de composé 23 dans CDCl3 

L’expérience de corrélation hétéronucléaire à longue distance HMBC permet d’observer les 

couplages entre : 

- Le proton résonant à 5,85 ppm attribué au proton H1 et les carbones C5, C1
 ׳
et C3. Le 

couplage du proton H1 et le carbone anomère C1
 ׳
du glucose confirme que le glucose 

est lié au C1 de la génine. 
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- Les protons du groupement méthyle à 1,12 ppm et les carbones C7 et C9 à 77.5 et 58.0  

ppm respectivement, ainsi qu’un carbone quaternaire résonant à 79,4 ppm ne peut être 

que le carbone C8. 

- Le proton H3 et un carbone résonant à 167,3 ppm caractéristique d’une fonction 

carbonyle, ainsi que les protons du groupement méthoxy qui corrèlent avec le même 

carbonyle. Cela implique que le carbone C4 porte un groupement COOCH3. 

 

Figure II.1.3.4 Spectre HMBC de composé 23 dans CDCL3 

Cette analyse spectrale permet d’attribuer tous les protons et les carbones constituant cette 

molécule. Leurs déplacements chimiques sont identiques à ceux d’un iridoide déjà isolé 

des plantes du genre Phlomis  [267] et très présent au sein de la famille des Lamiaceae en 

générale, à savoir Lamiide. 
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Le tableau suivant représente tous les déplacements chimiques des protons et des carbones  

de la structure. 

Tableau II.1.3.1 : Déplacements chimiques RMN
1
H et 

13
C du composé 23 dans CDCl3 

Position δH (ppm),m , J(Hz) δC (ppm) 

Aglycone 

1 

3 

4 

5 

6a 

6b 

7 

8 

9 

10 

11 (C=O) 

12 (OMe) 

Glucose 

1
 ׳

2
 ׳
 

3
 ׳

4
 ׳

5
 ׳

6
׳
a 

6
׳
b 

 

 

5.85 s 

7.45 s 

/ 

/ 

2.28 (dd, 15.0, 2.1) 

2.41 (dd, 15.0, 4.0) 

3.77 (dd, 5.0, 2.8) 

/ 

2.80 (dd, 10.8, 1.5) 

1.14 s 

/ 

3.77 s 

 

4.61 (d, 7.9) 

3.18 (dd, 9.2, 7.9) 

3.36 (t, 9.0) 

3.38 (t, 9.0) 

3.34 m 

3.92 (dd, 11.8, 1.8) 

3.68 (dd, 11.8, 5.4) 

 

94.0 

151.3 

114.2 

67.8 

45.5 

 

77.5 

79.4 

58.0 

20.2 

167.3 

50.0  

 

98.3 

73.5 

76.6 

70.5 

77.1 

61.5 

 

II.1.3.2 Elucidation structurale du composé 24 

O
O

OH
HO

OH

HO

1

3 5
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13
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27

 

Stigmastérol-3β-D-glucopyranoside 

Ce composé, invisible en UV (254 nm), il a été obtenu sous forme de cristaux blancs soluble 

dans un mélange de chloroforme /méthanol avec chauffage, il a été identifié au stigma stérol 

glucosylé par comparaison avec un échantillon  témoin. 
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Le spectre RMN
1
H enregistré dans l’acétone (Figure) permet d’observer les principaux 

signaux caractéristiques d’un squelette stéroïdique. En fait : 

- Deux singulet résonant à 0,80 et 0,97 ppm correspondant aux protons méthyliques H-

18 et H-19 respectivement. 

-  Trois doublets résonants à 1,10, 0,85 et 0,71 ppm correspondant aux protons H-21,  

H-26, et H-27 respectivement. 

- Un triplet résonant à 0,82 ppm attribué au proton H-29. 

- Un deux doublets de doublet résonant à 5,12, 15,2 ppm correspondant aux protons    

H-22, H-23. 

- Un doublet repéré à 5,34 ppm attribué à un proton oléfinique H-6. 

- Un signal sous forme d’un doublet résonant à 4,23 ppm caractéristique d’un proton 

anomère et une série des signaux dans la région 2,9-3,80 ppm indiquant la présence de 

l’unité sucre. La valeur de la constante de couplage du proton anomère J = 6,3Hz 

montre qu’il s’agit d’un glucose. 

 

Figure II.1.3.2 Spectre RMN 
1
H de composé 24 dans l’acétone 

La comparaison de ces donnés RMN 
1
H avec les donnés de la littérature [268] confirme la 

structure suivante, il s’agit du 24-éthyle-cholest-5-22-diène-3B-D glucopyranoside appelé 

Stigmastérol 3β-D- glucopyranoside, c’est un métabolite secondaire très présent dans le 

règne végétale. 
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Conclusion 

Nous avons décrit précédemment deux produits : un iridoïde et un stéroïde issus du Phlomis 

herba-venti. Ces deux produits sont loin de représenter l’essentiel des composés chimiques 

que recèle la plante. 

La séparation et la purification des autres constituants se sont avérées extrêmement difficiles. 

Ceci est du sans doute à la très faible différence des Rf des constituants, voir même des Rf 

identiques. Bien souvent des produits monotaches en CCM se sont révélés être des mélanges 

quand  on enregistre les spectres.  Ce qui nécessite d’autres méthodes de purifications plus 

élaborées qui ne sont  pas toujours à notre portée. Il est probable également que nous ayant 

des isomérisations rapides. Enfin la très grande instabilité de ces produits n’en facilite pas la  

purification. 
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Conclusion générale 
 

La flore algérienne est caractérisée par sa diversité florale : Méditerranéenne, Saharienne et 

une flore Paléo Tropicale, estimée à des milliers d’espèces appartenant à plusieurs familles 

botaniques dont une faible partie de leurs plantes a été caractérisée d’un point de vue 

phytochimique. 

Dans le cadre de la recherche des principes actifs extraits des plantes, nous avons abordé cette 

étude pour compléter si nécessaire les données structurales qui sont rapportés dans la 

littérature concernant deux plantes endimiques algériennes, Eryngium triquetrum, et Phlomis 

herba-venti appartenant aux familles Apiaceae et Lamiaceae, deux familles connues pour 

leurs richesse en divers métabolites secondaires d’un grand intérêt biologique, tels que les 

flavonoïdes, les lignanes, les polyacétylènes, les polyphénoles et les iridoïdes. Ces deux 

espèces sont très peut étudiés. 

Cette étude réalisée sur les extraits acétate d’éthyle et l’éther diéthylique des parties aériennes 

des deux espèces Eryngium triquetrum et Phlomis herba-venti, respectivement, a permis 

d’isoler vingt quatre composés naturels dont trois composé nouveaux . 

L’isolement de ces métabolites secondaires est réalisées par l’utilisation des différentes 

techniques chromatographiques notamment la chromatographie sur colonne de gel de silice, la 

chromatographie sur colonne de Sephadex LH-20, la chromatographie sur plaque CCM en 

phase normal et inverse et la chromatographie liquide à haute performance HPLC. 

Les structures des composés isolés ont été établies par les méthodes d’analyse 

spectroscopiques impliquant la RMN1D (H, 
13

C) et 2D (COSY, HSQC, HMBC …), la 

spectrométrie de masse ESI/MS et haute résolution HRMS/MS, la mesure du pouvoir 

rotatoire et la comparaison avec les données de la littérature. 

L’étude phytochimique menée sur l’espèce Eryngium triquetrum à permis l’obtention de vingt 

deux produits purs  

- Deux favonoides, cis et trans kaempférol-3-O- (2,6-di-P-coumaroyl) –glucoside 

(composés 19 et 20) 

- Quatre composés phénoliques, un érythro/ thréo-2,3-bis (4-hydroxy-3-méthoxyphényl)-3-

méthoxypropane-1-ol (composés 17 et 18), la rutine (composé 21) et l’acide 

rosmarinique (composé 22) 
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- Sept polyacétylènes C-17 dont deux nouveaux triquetridiol (composé 7) et triquitrol 

(composé 6) et quatre décrits pour la première fois dans le genre Eryngium (panaxydiol 

cis et trans (composés 2 et 3), pnaxjapyne B (composé 4), et Heptadeca-1,8 diène-4,6 

diyne-3-ol-10-one (composé 5) et un falcarinol (composé 1) isolé précédemment des 

espèces E. yuccifolium, et E bourgaiti. 

- Neuf lignanes dont une paire de erythro / thréo diméthoxy carolignane nouveau  

(composé 8) et huit lignanes sont isolés pour la première fois dans le genre Eryngium 

deux époxy-néolignanes, le balanophonine (composé 15 ) et le ficusal (composé 16) ; le 

diépoxy-lignanes le (+) – medioresinol (composé 10) et quatre sesquilignanes, le 

buddlenol C (composé 13), le buddlenol D (composé 14)  l’érythro/thréo  buddlenol E 

(composés 11 et 12) et le 9,9'-secolignane diferuloyl-sécoisolaricirésinol (composé 9) 

L’étude phytochimique menée sur l’espèce Phlomis herba-venti  à permis l’obtention de deux 

composés majoritaires un β-stigmasterol (composé 24) et un iridoïde connu lamiide 

(composé 23) isolé de cette espèce et de plusieurs espèces du genre Phlomis avec un mélange 

des acides gras et deux flavonoïdes non séparables malgré les différentes méthodes de 

séparation appliquées. 

Ces résultats ont permis une meilleure connaissance des constituants phytochimiques des 

espèces Eryngium triquetrum et Phlomis Herba-venti et montrent aussi leur intérêt comme 

sources potentielles de métabolites secondaires, ainsi que leur diversité structurale ou l’on 

signale la présence des lignanes pour la première fois dans le genre Eryngium. 
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I.1 Matériel végétale 

I. 1. 1. Récolte de la plante Eryngium triquetrum.  

La plante Eryngium triquetrum a été récoltée au mois d’avril 2012 dans la région de 

Merouana (Batna, Algérie). Après séchage dans un endroit sec et à l’abri des rayons solaires, 

les parties aériennes de cette espèce ont été broyé puis pesée pour donner 500 g. 

I.1. 2. Récolte de la plante Phlomis Herba-venti.  

La récolte de la plante Phlomis herba-venti a été effectuée dans la région d’El-chaaba (Batna, 

Algérie) au cours du mois de Mai 2013. Les parties aériennes de la plante ont été broyés pour 

donner 900 g de poudre. 

L’identification botanique des deux plantes a été réalisée par le professeur Bachir Oujehih, 

Département d’Agronomie, Institut des Sciences Vétérinaires et Agronomiques, Université de 

Batna-1. 

I.2  Méthodes analytiques et préparative 

I.2.1 Chromatographie sur couche mince (CCM) 

Les analyses par chromatographie sur couche mince ont été effectuées sur des plaques de gel 

de Silice Kiesel 60 F254 à support aluminium (Merck) et la silice RP-18. Après 

développement dans des cuves en verre, les plaques ont été observées sous la lampe UV à 254 

et 366 nm, puis en les pulvérisant avec 10% de H2SO4 dans l'eau, suivie d'un chauffage 

jusqu’à apparition des taches de diverses couleurs. 

I.2.2 Chromatographie liquide sur colonne ouverte (CC) 

  a. Chromatographie d’adsorption 

Le fractionnement et la purification des fractions est effectuée par Chromatographie sur gel de 

silice Kiesel 60 (70-230 mesh), et  AgNO3-gel de silice qui a été préparée par adsorption 

d'une solution de nitrate d'argent sur de la silice (10% p / p). La quantité de silice utilisée est 

généralement 40 fois supérieure à la quantité de l’échantillon à purifier. 

La taille des colonnes, le débit de la phase mobile et la taille des fractions ont été adaptés à la 

quantité et à la nature (extrait, fraction) des échantillons à séparer.  
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Le choix des conditions d’élution, le suivi de la séparation et le rassemblement final des 

fractions ont été effectués sur la base d’analyses par C.C.M.  

b. Chromatographie d’exclusion  

Les chromatographies d’exclusion ou filtration ont été réalisées sur Sephadex LH-20 avec le 

méthanol /chloroforme (1/1) (mode isocratique) comme phase mobile à un débit de 10 à 15 

ml. Cette technique a été utilisée pour séparer les molécules par leur volume et polarité d’une 

part et d’autre part pour éliminer les pigments contenus dans les échantillons.  

Les échantillons ont été introduits sous forme liquide après dissolution dans le minimum du 

solvant, le suivi des séparations et le rassemblement final des fractions ont été faits sur la base 

d’analyses par CCM. 

I.2.3 Chromatographie liquide à haute pression semi-préparative (HPLC) 

La séparation par HPLC a été réalisée sur une chromatographie liquide à haute performance 

Shimadzu en utilisant un chromatographe liquide LC-10AD  équipé d'un détecteur de 

longueur d'onde UV SPD-10A, avec une colonne en phase inverse (RP) (10 x 250 mm, 

Aventis Supelco). Le traitement des données est réalisé par un logiciel Millénium Waters. 

I.3 Chimie structurale 

I.3. 1 Pouvoir rotatoire 

Le pouvoir rotatoire des composés à été déterminé au moyen d’un polarimètre numérique 

JASCO DIP 370. La source de la lumière utilisée est la raie du sodium D (589nm). La mesure 

a été réalisée dans une cuve de 1 ml et d’une longueur de 10cm, le solvant de solubilisation 

ainsi que la concentration de l’échantillon sont indiqués dans chaque cas. La valeur du 

pouvoir rotatoire est exprimée en degrés. 

I.3.2  La spectroscopie Infrarouge  

Les spectres FTIR ont été obtenus en utilisant un instrument de spectre 100 de Perkin Elmer 

(Norwalk, CT) équipé d'un séparateur de faisceau Germanium / KBr et du sulfate de 

triglycine deutérié (DTGS) à large bande détecteur sur des pastilles de KBr.  

I.3.3 La spectrométrie UV-Visible 

Les spectres UV-Visible des composés isolés sont enregistrés dans le MeOH sur un 

spectrophotomètre JASCO V-650. Les mesures sont effectuées dans des cuves en quartz 

contenant 2ml de solution. 
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I.3.4  Spectrométrie de masse (MS/ESI) et (HRESIMS) 

Les spectres de masse ont été effectués sur un Micromass Q-TOF MicroTM couplé à une 

HPLC Waters Alliance 2695. L'instrument a été calibré en utilisant un mélange de PEG 200 à 

1000 MW (5000 FWHM résolution spécification, l'écart <5 ppm RMS en présence d'une 

masse connue de verrouillage).  

Les spectres de masse à haute résolution (HRESI-MS) ont été acquis sur un hybride 

quadripolaire-Orbitrap spectromètre de masse Q-Exactive (Thermo Scientific). 

I.3.5 Spectroscopie de résonance magnétique nucléaire (RMN) 

Les spectres RMN 1D et 2D ont été enregistrés sur un spectromètre Bruker Avance- 400 

fonctionnant à 400 MHz, en utilisant une sonde inverse muni d'un gradient au long l'axe Z et 

un spectromètre Bruker DRX-600 fonctionnant à 600 MHz, en utilisant un inverse TCI 

cryosonde équipé d'un gradient au long de l’axis Z. 

 Les expériences de RMN ont été enregistrées au Centre de service ICB-RMN. Les valeurs 

des déplacements chimiques sont indiqués en ppm et référenciées à des signaux internes de 

protons résiduels (CDCl3, 
1
H δ 7.26, 

13
C 77.0 ppm; C6D6, 

1
H δ 7.15, 

13
C 128.0 ppm).  

Les solvants deutérés de solubilisation des produits pour la réalisation des spectres précisés à 

chaque fois.  
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II.1. Etude de l’espèce Eryngium triquetrum 

II.1.1 extraction  

500 g des parties aériennes de la plante Eryngium triquetrum, préalablement séché puis 

finement broyées sont  mis en macération dans un mélange méthanol/eau (80/20) pendant 48 

heurs cette opération est répétée trois fois avec renouvellement du solvant (400 ml x3), 

l’extrait méthanolique résultant après filtration et concentration est soumis à une extraction 

liquide/liquide au moyen de trois solvants à polarité croissante éther de pétrole, acétate 

d’éthyle,  et n-butanol (250 ml, 3fois ) pour chaque solvant, Les phases organiques sont 

séchées sur Na2SO4, filtrées et évaporées à sec. Ainsi, il a été récupéré  2,4 g de l’extrait 

éthéropétrolique,  3,0 g de l’extrait acétate d’éthyle  et  11,0 g de l’extrait butanolique. Les 

analyses des trois extraits sur CCM dans différents systèmes de solvants, montrent la richesse 

de l’extrait acétate d’éthyle en métabolites secondaires. 

II.1.2 fractionnement et purification de l’extrait acétate d’éthyle 

Le fractionnement primaire de l’extrait acétate d’éthyle (2g) a été réalisé par chromatographie 

sur colonne de Sephadex LH-20 comme phase stationnaire, l’élution est effectuée avec le 

chloroforme/méthanol (1/1), les fractions de 50 ml récoltées à chaque fois sont recueillies en 

11 fractions sur la base de l’analyse par CCM.  

Le fractionnement de l’extrait acétate d’éthyle est présenté dans le tableau suivant (Tableau 

V.1). 

Tableau II.1.1 fractionnement de l’extrait acétate d’éthyle 

Fraction 

primaire   

Fraction 

recueillie 

Eluent  

(CHCl3/MeOH) 

Poids en mg 

5-7 Et 1/1 1/1 40,5 

8-10 Et ½ 1/1 141 

11-13 Et 1/3 1/1 300 

14-20 Et ¼ 1/1 580 

21 Et 1/5 1/1 503 

22-24 Et 1/6 1/1 180 

25-28 Et 1/7 1/1 130 

23-33 Et 1/8 1/1 64 
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34-39 Et 1/9 1/1 29,2 

40-46 Et 1/10 1/1 15 

47-48 Et 1/11 1/1 6,7 

 

 La fraction Et 1/4 (580 mg) soumise à une chromatographie sur une colonne de gel de silice 

en phase normale (diamètre de colonne : 2,5 cm, h : 100 cm gel de silice : 29 g) et éluée avec 

un mélange de solvant chloroforme-méthanol à polarité croissante. 70 fractions sont 

recueillies et regroupées selon leur profil en CCM (volume de chaque tube 15 ml). Partant de 

CHCl3 (250 ml, 17 tubes), CHCl3/MeOH  98 :2 (200 ml, 13 tubes), CHCL3/MeOH  95 :5 

(200 ml, 13 tubes), CHCL3/MeOH 90 :10 (300 ml, 15 tubes), CHCL3/MeOH 70 :30 (170 ml, 

11 tubes), et MeOH (150 ml, 10 tubes), l’analyse sur CCM en  phase normale nous a permis 

de recueillir 12 sous fractions. 

La première sous fraction Et 4-1 (10 mg) a donné le composé pur  (falcarinol) le composé 1 

(Rf 0,9, CHCl3/MeOH 95 :5, 8 mg). 

 

La Sous-fraction Et 4-3 (60 mg) est un mélange qui a été purifié par HPLC semi-préparative 

RP18 colonne (100 x 250 mm, Ascentis, Supelco) avec un gradient à 45 min de 60 à 100% de 

CH3OH /H2O (débit taux de 2 mL / min), pour donner un ordre décroissant de polarité de 

composés purs 2 (tr 34,8 min, 20 mg), 4 (tr 35,5 min, 3,0 mg) et 5 (tr 37,5 min, 2,0 mg), et un 

pic à tr 33,5 min qui a été soumis aussi à une purification HPLC.  

La purification de ce mélange (19,3 mg) a été effectuée sur une colonne analytique RP-18 

(Ascentis-Supelco 46 x 250 mm) en utilisant un gradient d'élution à partir de 70% de 
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methanol à 100% de MeOH pandant 40 minutes avec un débit de 1 ml / min pour obtenir le 

composé 3 (tr 15,8 min, 4 mg). 

 

Dans les mêmes conditions de purification par HPLC de la fraction F4/3, la sous-fraction F4/4 

(43,0 mg) a donné le composé 10 (tt 11,3 min, 4,0 mg), les deux érythro /thréo paire de 

composés phénoliques 17 (tr 23,5 min, 3,0 mg) et 18 (tr 24,2 min, 4 mg) et le composé 4 (tr 

36,6 min, 2,0 mg). 
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De plus, nous avons recueilli un pic au temps de rétention 34,0 min. nous avons effectué une 

Chromatographie sur colonne de AgNO3 imprégné SiO2 en utilisant hexane / éther 

diéthylique comme système d'élution (8: 2, 7: 3, 6: 4, 5: 5 et 4:6) pour donner les composés 

purs 3 (~ 1 mg) et 6 (0,8 mg).  

 

La sous-fraction F4-5 (5,0 mg) a été soumise à une purification par HPLC en analyse RP-18 

colonne (46 x 250 mm, Ascentis-Supelco) en utilisant un gradient d'élution dans 40 minutes à 
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partir de 70% de methanol à 100% de MeOH avec un débit de 1 mL / min pour obtenir le 

mélange 7a / 7b (tr 12,5 min, 1,0 mg).  

 

La sous-fraction F4-6 (100,0 mg) a été purifié par HPLC semi-préparative RP18 avec un 

gradient de MeOH / H2O de 50-100%  dans 60 min, avec un débit de 2 ml / minute pour 

donner, par ordre de polarité décroissante , les composés purs 16 (tr 22,1, 2,0 mg), 15 (tr 26,3, 

7,2 mg), 14 (tr 27,1, 3,2 mg), 13 (tr 29,7 min, 6,4 mg), 12 (tr 31,1, 3,0 mg), et 9 (TR 45,0, 2,5 

mg).  
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En outre, deux pics à tr 28,5 et 43,2 min ont été soumis à une purification supplémentaire par 

HPLC.  Le pic à tr 28,5 min a été injecté sur une colonne RP-18 semi- préparative  en utilisant 

CH3CN / H2O, 1: 1 en mode isocratique (débit de 2 mL / min) pour obtenir le composé 15 (tr 

8,3 min, 4 mg), tandis que le pic à tr 43,2 min a été encore purifiée sur la même colonne 

HPLC avec CH3CN / H2O, 6: 4 en mode isocratique (débit 2 ml / min) pour obtenir le 

nouveau composé 8a/8b (tr 12,5 min, 3,5 mg). 

 

La sous fraction Et 4/9 est chromatographiée sur une colonne de gel de silice en phase 

normale, l’élution menée dans un mélange CHCl3-MeOH (95 :5 ; 90 :10 ; 80 :20 ; 70 :30 ; 

60 :40) a donner le composé 22. 
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La fraction Et 1/6 (180 mg) soumise à une chromatographie sur colonne de gel de silice en 

phase normale avec comme éluant un mélange CHCl3/MeOH , suivi par une filtration sur une 

colonne de Séphadex LH-20 dans MeOH/CHCl3 (50 :50) pour donner le composé 21. 

 

La fraction 1/7 (130 mg) contenant des flavonoïdes a été soumise à une purification d'abord 

par Chromatographie sur une colonne de gel de silice en phase normale (d : 1.5 cm, h : 60 cm, 

gel de silice 8 g) avec un gradient de MeOH/CHCl3 comme éluant, puis filtrée sur une 

colonne de Sephadex dans le système d’élution est le MeOH/CHCl3 (50 :50), donne un 

mélange de cis et trans glycosides de kaempférol p-coumaroyl- qui a ensuite été séparés par 

RP18-HPLC en utilisant une colonne semi-préparative élution isocratique (CH3CN / H2O, 1: 

1, débit 2,0 ml / min) pour donner un ordre décroissant de composés de polarité 20 (tr 9,8 min, 

3,5 mg) et 19 (tr 10,5 min, 4,0 mg). 
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Figure II.1.3 Chromatogramme de la fractions Et 7/2 

II.1.3 Réaction de mosher  

II.1.3.1 Préparation de l’ester AMTP des Composés 1 et 2  

Le (R)-MTPA-Cl et (S)-MTPA-Cl (10 μL) et une quantité catalytique de DMAP ont été 

ajoutés séparément au panaxydiol (1) (1,0 mg chacune) dans un endroit sec CH2CI2 (0,5 ml). 

Les mélanges résultants ont été laissés au repos à température ambiante pendant 12 heures.  

Après évaporation du solvant, les mélanges ont été purifiés sur une pipette Pasteur SiO2 en 

utilisant comme éluant (CH2Cl2 / MeOH, 99: 1), pour donner les esters purs de MTPA (S) et 

(R) respectivement.  

La préparation des ester (R et S) du falcarinol (2) a été effectuée dans les mêmes conditions 

que le panaxydiol (1). 

II.1.3.2 Valeurs RMN
1
H et ESI/MS de composé 1 

(S) -MTPA Ester : RMN 
1
H (CDCI3, 600 MHz): 5,529 (1H, d, J =17,0 Hz, H-1a), 5,362 

(1H, d, J =10,2 Hz, H-1b), 5,834 ( 1H, ddd, J =5,5, 10,2, 17,0 Hz, H-2), 6,153 (1H, d, J =5.7 

Hz, H-3); ESI/MS  m/z  = 715 [M + Na]
+
 . 

(R) -MTPA Ester: RMN 
1
H  (CDCI3, 400 MHz): 5,611 (1H, d, J =17,0 Hz, H-1a), 5,422 

(1H, d, J = 10,2 Hz, H-1b), 5,939 ( 1H, ddd, J =5,5, 10,2, 17,0 Hz, H-2), 6,126 (1H, d, J =5.7 

Hz, H-3); ESI/MS  m/z 483 [M + Na]
 +

. 
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II.1.3.3 Valeurs RMN
1
H et ESI/MS de composé 2 

(S) -MTPA Ester : RMN 
1
H (CDCI3, 400 MHz): 5,516 (1H, d, J=17 Hz, H-1a), 5,332 (1H, 

d, J =10,2 Hz, H-1b), 5,821 (1H, ddd, J=5,5, 10,2, 17,0 Hz, H-2), 6,104 (1H, d, J =5,7 Hz,      

H-3), 3,0443 (1H, m, H-8), 5,534 (3H, m, H-9), 5,375 (1H , m, H-10); ESI/MS  m/z= 483   

[M + Na]
+
 . 

(R) -MTPA Ester: RMN 
1
H  (CDCI3, 400 MHz): 5,595 (1H, d, J =17,0 Hz, H-1a), 5,394 

(1H, d, J = 10,2 Hz, H-1b), 5,926 (1H, ddd, J =5,5, 10,2, 17,0 Hz, H-2), 6,073 (1H, d, J =5.7 

Hz, H-3), 3,0374 (1H, m, H-8), 5,525 (3H, m, H-9), 5,365 (1 H , m, H-10); ESI/MS  m / z 483 

[M + Na]
 +

. 

II.1.4  Composé isolés de l’espèce Eryngium triquetrum 

II.1.4.1 Composé 1 

(Z) Heptadeca 1, 8-diène 4,6-dyne-3 (S) ol.  

(Falcarinol)        

Formule brute : C17H26O 

RMN1H (400 MHz) et RMN13C (400 MHz) dans (CDCl3) 

(Tableau I.1.3.1, page 77) 

II.1.4.2 Composé 2 

(E)-heptadeca-1,8-dienne-4,6-diyn-3,10-diol (trans Panaxydiol) 

Formule brute : C17H24O2 

 [α]D = + 32.865 (c 0.095, CHCl3) 

MS : ESI (mode positif) m/z : 283,2 [M+Na] 
+
  

RMN1H (300 MHz) et RMN13C (300 MHz) dans(CDCl3) 

(Tableau I.1.3.2, page 86) 
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II.1.3 Composé 3 

(10E)-heptadeca-1,10-diene-4,6-diyne-3,9-diol  

(cis panaxydiol) 

Formule brute : C17H24O2 

 [α]D = + 32.865 (c 0.095, CHCl3) 

MS : ESI (mode positif) m/z : 283,2 [M+Na] 
+
  

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans (CDCl3) 

(Tableau I.1.3.3, page 90) 

II.1.4 Composé 4 

1,2- dihydropanaxydiol  (panaxjapyne B) 

Formule brute : C17H26O2.  

 [α]D = + 35.42 (c 0.01, CHCl3) 

MS : ESI (mode positif) m/z : 285 [M+Na]
+ 

 

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans (CDCl3) 

(Tableau I.1.3.4, page 94 ) 

II.1.5 Composé 5 

Heptadeca-1,8 diene-4,6 diyne-3-ol-10-one 

Formule brute: C17H22O2  

MS : ESI (mode positif) m/z : 281 [M+Na]
+ 

 

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.5, page 97) 
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II.1.6 Composé 6 

(10E)-heptadeca-1,10-diene-4,6-diyne-3,9-diol,  

triquetridiol  

Formule brute :  C17H24O2 

 [α]D
20 

=   -23.96 (c 0.5, CHCl3) 

ESI/MS
 
= 283.1674 [M+Na]

+
 

HRESIMS m/z = 283.1665 
 

UV (MeOH) max (log ): 257 (1.98), 243 (2.07), 230 (2.3), 203 (3.18).  

IR max:  3351, 2955, 2925, 2853, 2255, 1731, 1025, 930, 705 cm
-1

; (calc. for C17H24O2Na ) 

RMN
1
H (400 MHz) et RMN

13
C (400 MHz) dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.6, page 101) 

 

II.1.7 Composé 7 

Heptadeca-1-ene-9,10-epoxy-4,6-diyne-3,8-diol 7a/7b, 

 triquetrol 

Formule brute : C17H24O3 

MS : ESI (mode positif) m/z : 283.1669  [M+Na]
+ 

 

HRESIMS m/z 299.1629  

UV (MeOH) max (log ): 284 (2.75), 269 (2.82), 

 257 (2.90), 244 (2.95), 232 (2.97) 

IR max 3382, 2856, 2255, 2154, 1721, 1463, 1024, 930 cm
-1

;  

RMN1H (400 MHz) et RMN13C (400 MHz) dans (CDCl3, C6D6) (Tableau I.1.3.7, page 105) 

 

II.1.8 Composé 8 

diferuloyloxy- 4,8-dihydroxy-3,3'-dimethoxy-  

4',8- oxyneolignan-7'-en-9,9'-dioate (8a/8b) 

Formule brute : C40H40O13. 

ESI/ MS  (mode positif) m/z : 751.2360 [M+Na]
+
  

HRESIMS m/z =751.2360 

UV (MeOH) max(log ): 324 (4.017), 288 (3.93),  

233 (4.019), 219 (4.12), 204 (4.30); 

IR max3410, 3011, 2956, 2927, 2852, 1701, 1630, 

 1594, 1512, 1430, 1377, 1268, 978, 819, 755
 
cm

-1
.  
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RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.8, page 112) 

II.1.9 Composé 9 

Secolignan 9,9’-diferuloyl-secoisolariciresinol  

Formule brute : C40H42O12. 

MS : ESI (mode positif) m/z : 737.52 [M+Na]+ 

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz)  

dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.9, page 118) 

 

II.1.10 Composé 10 

diepoxy lignane (+) medioresinol.  

Formule brute : C21H24O7. 

MS : ESI (mode positif) m/z : 388 [M+Na]+ 

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans (MeOD) 

(Tableau I.1.3.10, page 124) 

 

II.1.11 Composé 11 

Erythro -4
׳
 ,׳ tetrahydroxy-3,3-״ 9,״ 7,״4,

 -tetramethoxy-׳ 5,״ 3

 diepoxylignan (buddlenol E)-9,׳ 7:׳ oxy-7,9-״ 4,8

Formule brute : C31H36O11. 

MS : ESI (mode positif) m/z : 607.233 [M+Na]+ 

RMN1H (400 MHz) et RMN13C (600 MHz) dans  

(CDCl3)  (Tableau I.1.3.11, page 128) 

 

II.1.12 Composé 12  

Threo -4
׳
 ,״ 3,׳ tetrahydroxy-3,3-״ 9,״ 7,״4,

 ,׳ 7:׳ oxy-7,9-״ tetramethoxy-4,8-׳ 5

9-diepoxylignan (Buddlenol E) 

Formule brute : C31H36O11. 

MS : ESI (mode positif) m/z : 607.233 [M+Na]+ 
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II.1.13 Composé 13  

 Buddlenol C 

Formule brute : C32H38O12 

MS : ESI (mode positif) m/z : 637.260 [M+Na]+ 

 

 

 

 

II.1.14 Composé 14  

 Buddlenol D 

Formule brute : C33 H40 O13 

MS : ESI (mode positif) m/z : 667.249 [M+Na]+ 

 

 

 

 

II.1.15 Composé 15  

Balanophonin 

Formule brute : C20H20O6.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 379.23 [M+Na]+ 

 

 

II.1.16 Composé 16  

 Ficusal 

Formule brute : C18H18O6  

MS : ESI (mode positif) m/z : 353.24 [M+Na]+ 

 

II.1.17 Composé 17  

Threo-2, 3-bis (4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol 

Formule brute : C21 H28 O6.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 399.107 [M+Na]+ 

RMN1H (600 MHz) et RMN13C (600 MHz)  
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dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.17, page 144) 

 

II.1.18 Composé 18  

Threo-2, 3-bis (4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxypropan-1-ol 

Formule brute : C21 H28 O6.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 399.194 [M+Na]+ 

 

 

II.1.19 Composé 19 

3-O-[(3'', 6''-di-Z-O-para coumaroyle)-β-D 

 glucopyranosyl ]-Kaempferol. 

Formule brute : C39H32O15.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 763.43 [M+Na]+ 

RMN1H (400 MHz) et RMN13C (400 MHz)  

dans (CDCl3) (Tableau I.1.3.19, page 151) 

 

 

II.1.20  Composé 20  

3-O-[(3'', 6''-di-E-O-para coumaroyle)-β-D 

 glucopyranosyl ]-Kaempferol. 

Formule brute : C39H32O15.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 763.43 [M+Na]+  

 

 

 

II.1.21  Composé 21  

quercetine 3-O-rutinoside (Rutine) 

Formule brute : C27H30O16.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 633.194 [M+Na]+ 
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II.1.22  Composé 22  

Acide rosmarinique 

Formule brute : C18H16O8.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 763.43 [M+Na]+ 

 

 

II.2. Etude de l’espèce Phlomis herba-venti 

II.2.1 extraction  

900g des parties aériennes de l’espèce Phlomis herba-venti séchées et broyées sont mis en 

macération dans l’acétone/eau 70/30 (9 litres, 2 fois) pendant 48 heurs à la température 

ambiante. Le mélange est ensuite filtré et concentré. La phase aqueuse résultante subit une 

extraction liquide-liquide, d’abord par l’éther diéthylique (500 ml, 3fois) puis le butanol (500 

ml, 3fois). L’évaporation à sec des phases organiques a permis de recueillir les masses 12 g de 

l’extrait éther diéthylique et 40g de l’extrait butanolique. Les analyses des deux extraits sur 

CCM dans différents systèmes de solvants, montrent la richesse de l’extrait éther diéthylique 

en métabolites secondaires. 

II.2.2 fractionnement et purification de l’extrait Ether diéthylique 

Le fractionnement de l’extrait éther diéthylique (12 g) a été réalisé par chromatographie sur 

colonne de gel de silice SiO2 comme phase stationnaire, l’élution est effectuée avec un 

gradient de solvants chloroforme/méthanol allant de 95-5 à 0-100. Les fractions de 50 ml 

récoltées à chaque fois sont recueillies en 13 fractions sur la base de l’analyse par CCM.  

Le fractionnement de l’extrait butanolique est présenté dans le tableau suivant (Tableau 

II.2.1). 
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Eluant colonne Fractions Eluant CCM Poids en mg 

 

95/5 

 

Ph1/1  

CHCl3/MeOH 

8/2 

4,87 

Ph1/2 809,1 

Ph1/3 544,4 

90/10 Ph1/4 303,5 

 

90/10 

Ph1/5  

CHCl3/MeOH 

7/3 

172,6 

Ph1/6 142,7 

 

80/20 

 

Ph1/7 196,3 

Ph1/8 94,6 

Ph1/9 72,5 

 

70/30 

 

Ph1/10 

 

 

CHCL3/MeOH/Eau 

7/3/0.5 

484,7 

 

60/40 

Ph1/11 436,7 

Ph1/12 178 

100/0 Ph1/13 232,4 

 

La fraction Ph 1/7 est chromatographiée sur une colonne de gel de silice en phase normale en 

l’élution menée dans un mélange chloroforme/méthanol a donné 9 sous fractions (99 :1, 97 :3, 

95 :5, 90 :10, 80 :20,70 :30, 60 :40). 

La sous fraction 4/4 est purifié par précipitation dans le méthanol pour donner le composé 23. 

La fraction 1/12 est chromatographié sur une colonne de gel de silice avec chloroforme 

/metanol comme éluant (95/9, 90/10, 80/20, 70/30, 60/40). La sous fraction 11/8 est 

chromathographié sur une colonne de gel de silice phase inverse (Rp18) l’elution est effectué 

par le methanol /eau (10/90,30/70, 50/50, 70/30, 90/10,100/0) a permis d’obtenir le composé 

24 a l’état pur. 

 

 

 

 

 

 



Chapitre IV                                                                                              Partie expérimentale  

                                                                                                                                    Partie II 

189 
 

II.2.3 Composé isolés de l’espèce Phlomis herba-venti 

II.2.1 Composé 23 

Lamiide 

Formule brute : C17H26O12.  

MS : ESI (mode positif) m/z : 445,05 [M+Na]+ 

RMN1H (400 MHz) et RMN13C (400 MHz)  

dans (MeOD) (Tableau I.1.3.6, page 164) 

 

II.2.2 Composé 24 

Stigmastérole-3β-D-glucopyranoside 

Formule brute : C29H59O6.  

MS : ESI m/z : 445.05 [M+Na]+ 

RMN1H (400 MHz) et RMN13C  

(400 MHz) dans (CD3OCD3) 
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Résumé 

Le travail présenté dans ce manuscrit est le bilan d’une étude phytochimique que nous avons 

menée sur deux plantes endémiques algériennes, de la région des Aurès, le Phlomis herba-

venti et l’Eryngium triquetrum deux espèces appartenant aux familles Lamiaceae et Apiaceae  

respectivement. 

Cette étude phytochimique et structurale porte sur l’investigation des extraits semi-polaires 

des parties aériennes de ces deux plantes. Elle à permis d’isoler vingt quatre composés 

naturels dont trois composés nouveaux. 

Vingt deux composés isolés de l’extrait acétate d’éthyle de l’espèce Eryngium triquetrum, ils 

se répartissent en sept polyacétylenes à squelette C-17 dont deux nouveaux et quatre isolé 

pour la première fois dans le genre Eryngium ; Neuf lignanes dont une paire erythro/thréo 

dimétoxy carolignane nouveau composé, huit lignanes  isolées pour la première fois dans le 

genre Eryngium et six composés phénoliques. 

Deux composés majoritaires, un stérol et un iridoïde sont isolés de l’espèce phlomis herba-

venti avec un mélange des acides gras et deux flavonoïdes inséparables. 

Les structures moléculaires des composés isolés ont été élucidées principalement par 

l’utilisation des techniques de RMN 1D et 2D (1H, 13C, COSY H-H, HSQC, HMBC, NOE), 

la spectrométrie de masse (ESI-MS et HR-MS), par la mesure du pouvoir rotatoire et par la 

comparaison avec les données de la littérature. 

Ces résultats ont permis une meilleure connaissance des constituants phytochimiques des 

espèces Eryngium triquetrum et Phlomis Herba-venti et montrent aussi leur intérêt comme 

sources potentielles de métabolites secondaire, ainsi que leur diversité structurale ou l’on 

signale la présence des lignanes pour la première fois dans le genre Eryngium. 

Mots clés : phlomis herba-venti, Eryngium triquetrum, Lamiaceae, Apiaceae, polyacétylènes, 

lignanes, flavonoïdes, iridoïdes, RMN 1D et 2D, spectrométrie de masse. 

 

 

 



Abstract 

The work presented in this manuscript is the result of a phytochemical study carried out on 

two Algerian endemic plants from the region of Aures, Phlomis herba-venti and Eryngium 

triquetrum, which are belonging to the Lamiaceae and Apiaceae families respectively. 

This phytochemical and structural study of semi-polar extracts of the aerial parts of these two 

plants allowed to the isolation of twenty four natural compounds from which three new 

compounds. 

Twenty Two compounds were isolated from the ethyl acetate extract of the species Eryngium 

triquetrum and divided into seven polyacetylenes C-17, from which two new and four isolated 

for the first time in the genus Eryngium; Nine lignans of which a new compound erythro / 

threo dimetoxyl carolignane, with eight lignans are isolated for the first time in the genus 

Eryngium and six phenols compounds. 

Two major compounds, a sterol and an iridoïde, are isolated from the species phlomis herba-

venti with a mixture of fatty acids and two inseparable flavonoids. 

The structures of isolated compounds were elucidated mainly by the use of 1D and 2D NMR 

technics (1H, 13C, COSY HH, HSQC, HMBC, NOE), mass spectrometry (ESI-MS and HR-

MS), the measurement of optical rotations and by comparison with literature data.  

These results have led to a better knowledge of the phytochemical constituents of the 

Eryngium triquetrum and Phlomis Herba-venti species and also show their value as potential 

sources of secondary metabolites, as well as their structural diversity and the presence of 

lignans for the first time in the genus Eryngium. 

Key words: Phlomis herba-venti, Eryngium triquetrum, Lamiaceae, Apiaceae,                 

polyacetylenes, lignans, flavonoïds, iridoïdes, 1D and 2D NMR, mass 

spectrometry. 

 

 

 



صــملخ  
Phlomis herba-venti هماة الأوراس، ـمنطق ن منـجزائريتي ينـة لنبتتــيـيميائـكفيتو العمل هو نتيجة لدراسة اذه  

.على الترتيب   Apiaceae  و  Lamiceae تين لـالى العائ انـتنتمي  Eryngium triquetrum و   

رون ـشـة و عـزل أربعـت بعـحـمـن سـتيـتـوائي للنبـزء الهـة للجـبيـطـه القـبـات الشـتخلصـة للمسـائيـيميـهذه الدراسة الك  

.ةدـديـبات جـة مركـلاثـمن بينهم ث ،ياـطبيع باـمرك  

Eryngium triquitrum   يل للنبتةـيتات الايثـص أسـصول عليهم من مستخلـيا تم الحـرون مركبا طبيعيا نقـشـنان وعـاث  

:هي مقسمة كما يلي    

لـالهيك ذات C-17 .نـديـجديبين ـمن بينها مرك    Polyacétylènes  بات من نوعـبعة مركـس  

Erythro / thréo dimetoxyl carolignane  ةـد و ثمانيـجدي  بات من نوعـمرك ةـعـتس lignane   المركبمن بينها    

.بالإضافة الى ستة مركـبات فـيـنـوليـة  , Eryngium  نفـرة في الصــوجدت لأول م  

Éther diéthylique  هما دراسة النبـتـة  phlomis herba-venti   سائـديـن في مسـتخلصبين ـمرك سمحت بعـزل   

. الدهـنيـة ومركـبين من نوع الفلافونويـيـد غــيرقابلـيـن للفـصل اضـمـزيج من الأحـة الى مـافـبالإض   sterol   iridoid و 

طــرق التحلـيل الطيـفــي دامـتخـق اسـطري ة عنـزولـات المعـبـركـة للمــيـئـزيـل الجـتم توضيح الهياك الحديثــة خاصــة     

الرنـين المغـناطـيـســي اتـنيـتق RMN 1D, 2D و  .ودةـات الموجـارنة مع المعطيـة الى المقـبالإضافة  ـتلـية الكـيافـمط  

.يهماـة فـيـالطبيع باتـركـمـن وبينت اختلاف وتنوع الـتيتللنبة ــظم المكونات الكيميائيـة معـرفـج إلى معـوقد أدت هذه النتائ  

. Eryngium للمرة الأولى في الجنس   lignanes كما بينت اكتشاف المركبات الطبيعية من نوع    

 

Eryngium triquetrum, phlomis herba-venti, Apiaceae, Lamiaceae :    المفتاحية الكلمات 

يــسـاطيـنـالمغ ينـالرن  ةـيـيافـمط   , ةـتلـالك  ةـيـيافـمط  ةـنيـده , ماضـحأ  , دـونوييـفلاف  

 
 



Introduction
!

The genus Eryngium belongs to the family Apia-
ceae (Umbelliferae) and contains about 317 spe-
cies [1]. Some of them, such as Eryngium cam-
pestre L., Eryngium creticum, Eryngium kotschyi,
Eryngium maritimum L., and Eryngium trisectum,
are used as a folk remedy for the treatment of var-
ious anti-inflammatory disorders. Some other
species, for instance, Eryngium falcatum, are
known for their antinociceptive activity. Second-
ary metabolites isolated from plants belonging to
this genus have displayed important biological
activities, including antitumor, antibacterial, anti-
microbial, antifungal, phototoxic, and other
chemical andmedicinal properties [2,3]. The phy-
tochemical constituents of the Eryngium genus
(23 studied species) including terpenoids,
polyacetylenes, triterpenoid saponins, steroids,
and phenolics such as flavonoids and coumarins,
have been recently reviewed in a comprehensive
article [4].
Eryngium triquetrum Vahl is an endemic North
Africa plant widely distributed in all parts of Alge-
ria along with other Eryngium species such as
Eryngium dichotomum Desf, Eryngium barrelieri
Boiss, Eryngium ilicifolium Lam, E. maritimum L.,
E. campestre L., and Eryngium tricuspidatum [5].
E. triquetrum grows particularly well in rocky
pastures and it is known as “Choukzerka” by local
people. To the best of our knowledge, only a single

paper has recently been published [6] that de-
scribes the chemistry of the essential oils and
flavonoids of this plant.
Here we describe the chemical investigation of
the ethyl acetate extract of the aerial part of E. tri-
quetrum Vahl collected in Merouana (Algeria),
which showed a remarkable and complex sec-
ondary metabolite pattern, including molecules
of different structural classes. This study led to
the finding of 20 compounds – polyacetylenes,
lignans, and phenolic metabolites – including
two new C17 polyacetylenes, triquetridiol (6) and
trans-epoxy-triquetrol (7a/7b, diastereomeric
mixture), and the inseparable erythro/threo pair
of unprecedented demethoxy carolignan Z (8a/
8b).

Results and Discussion
!

The dried aerial part of E. triquetrumwas exhaus-
tively extracted with an hydroalcoholic solution
and the resulting aqueous residue was treated
with organic solvents of increasing polarity (see
Materials and Methods for details). The ethyl ace-
tate extract (3 g) of E. triquetrum was taken into
consideration for chemical analysis, revealing the
presence of a rich metabolite pattern. The extract
was first subjected to Sephadex LH-20 in CHCl3/
MeOH, 1:1, to give 11main fractions. Preliminary
NMR analysis of fractions 3 and 4 showed the
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presence of signals attributable to polyacetylenes and lignans,
whereas fraction 7 contained mainly flavonoids. Purification of
these three fractions by SiO2 chromatography, followed by semi-
preparative HPLC (see Materials and Methods), afforded 20 com-
pounds, 3 of them not previously reported, including polyacety-
lenic, lignan, and phenolic metabolites. The polyacetylene frac-
tion, the less polar of the E. triquetrum extract, was considered
first. The chemical analysis of this fraction resulted in the isola-
tion of C17 enynols (compounds 1–7; l" Fig. 1).
First of all, the main component was identified as trans-panaxy-
diol (1) (8E)-heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3S,10-diol), a poly-
acetylene known from ginseng (Panax ginseng, Araliaceae) and
from a number of further members of the Apiaceae and Arialia-
ceae families [7–12]. Both (−)- and (+)- stereoisomers have been
found in nature even though the absolute configuration of natu-
rally occurring panaxydiol has not been unequivocally defined.
All four possible stereoisomers [(3R,10R), (3R,10S), (3S,10R),
(3S,10S)] of panaxydiol have been synthesized and their optical
rotation have been measured showing that the sign of [α]D is
mainly affected by the C-3 configuration (3R in levorotatory iso-
mers, 3S in dextrorotatory isomers) [13]. The observed optical ro-
tation ([α]D = 32.8°) for trans-panaxydiol (1) isolated in this work
was very close to that reported for the (3S,10R)-stereoisomer
([α]D = 30.3°) [13], leading us to tentatively assign this absolute
configuration. In order to further support this assignment, the
modified Mosher method [14,15] was applied to compound 1.
The NMR analysis of both S and R MTPA esters of 1 substantiated
the 3S absolute configuration (see Materials and Methods;
l" Fig. 2), whereas the evaluation of Δδ values (δS ester – δR ester)
for the protons adjacent to C-10 appeared to be quite compli-
cated. It has been reported in the literature [11] that attempts to
determine the absolute configuration of C-10 for a levorotatory
panaxydiol failed due to the too small magnitude of the Δδ values
observed for the adjacent protons at C-10. In our case, a careful
analysis of the high-resolved proton spectra of the Mosher esters
of 1 revealed that two set of signals (ratio ca. 1 :1) were generated
by the protons adjacent to C-10. As depicted in l" Fig. 2, both sig-
nals atΔδ 5.77 (d, J = 15.9 Hz, H-8) and Δδ 6.33 (dd, J = 15.9, 8.0, H-
9) (line a) were each split into two distinct equivalent multiplets
shifted at Δδ 5.78/5.65 and Δδ 6.26/6.18 (lines b and c), respec-
tively, revealing that trans-panaxydiol isolated from Eryngium
extract was not a single compound, but rather a mixture of C-10
epimers.
The remaining components of the mixture, including falcarinol
(2), heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3-ol-10-one (3), panaxja-
pyne B (4), cis-panaxydiol (5), and the unreported triquetridiol
(6) and trans-epoxy-triquetrol (7), are described below on the
basis of their polarity.
Falcarinol (2), also known as panaxynol [16,17], was easily iden-
tified in the less polar polyacetylene fraction by NMR and MS
data [18]. As for panaxydiol, both (−)- and (+)- enantiomers have
been isolated from natural sources, and the absolute configura-
tion has been established by different methods [19,20]. The S ab-
solute configuration of C-3 was indicated by the positive [α]D and
confirmed by the Mosher method [19]. The NMR analysis of both
S and RMTPA esters of 2 showed Δδ values consistent with the 3S
absolute configuration (see Materials and Methods).
Heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3-ol-10-one (3) [8,21] and
panaxjapyne B (4) [22–24] were isolated in a very minor amount.
The 3S configuration for both molecules could be suggested by
biogenetical considerations. The positive [α]D value of compound

4 supported this assumption, whereas, unfortunately, compound
3 degraded before the optical activity measurement.
cis-Panaxydiol (5) (8Z)-heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3S,10-
diol) has been previously reported to occur in two species of the
Apiaceae family, but it has been only partially characterized, and,
in particular, no NMR data have been reported [7,8]. Analysis of
1H and 13C NMR resonances of 5 (l" Tables 1 and 2) revealed
strong similarities with those of main co-occurring trans-pan-
axydiol (1), mainly differing in the coupling constant values of
Δ8 double bond protons (JH8–H9 = 11.0 Hz in 5; JH8–H9 = 15.9 Hz in
1, see Materials and Methods). This was consistent with a differ-
ent double bond geometry, in particular, indicating the cis-Δ8

stereochemistry in compound 5. Steric effects observed between
H-8 and H-9 by selected NOE difference experiments confirmed
such an assignment. Unfortunately, the easy and almost quantita-
tive isomerization of compound 5 into 1 that was observed to
occur during the chromatographic workup as well as in the NMR

Fig. 1 Polyacetylenes isolated from E. triquetrum.

Fig. 2 Selected 1H NMR regions for compound 1 (line a), R-MTPA (line b),
and S-MTPA (line c) esters of 1. It should be noted that two sets of H-8 and
H-9 signals are present in the Mosher esters spectra (lines b and c).
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tube prevented an accurate measurement of the [α]D value and
further stereochemical analysis. In this regard, some considera-
tions should be made. It is reasonable to assume that trans-pan-
axydiol (1) isolated from Eryngium extract derives, in part, by the
isomerization of co-occurring cis-panaxydiol (5). This implies
that both isomers have the same 3S absolute configuration, as in-
ferred by analysis of the Mosher derivatives of 1 (see above),
while the stereochemistry at C-10 remains undetermined. Simi-
lar to the trans-isomer, cis-panaxydiol could be a C-10 epimeric
mixture even though the possibility that the two naturally occur-
ring isomers 1 and 5 display opposite configuration at C-10
should not be ruled out. In such a case, the transformation of 5
into 1 should explain the existence in the extract of C-10 epimers
of 1.
Compound 6 was obtained as a yellowish oil and its molecular
formula was assigned as C17H24O2 from the sodiated molecular
peak at m/z 283.1665 [M + Na]+ observed in the HRESIMS spec-
trum. The 1H and 13C NMR spectra of this compound displayed
signals very similar to those observed for known co-occurring
polyacetylenes 1–5, in particular, indicating the presence of the
same partial structure C-1/C-7 (l" Tables 1 and 2). The 1H NMR
spectrum also showed multiplets that were consistent with the
presence of a trans double bond [δH 5.52 (1H, dd, J = 15.3, 6.8 Hz,
H-10) and δH 5.74 (1H, dt, J = 15.3, 6.8 Hz, H-11)], a carbinolic
methine [δH 4.26 (1H, ddd, J = 6.8, 6.0, 4.6 Hz, H-9)], a downfield
shifted methylene linked to a quaternary carbon [δH 2.55 (2H, d
ABq, J = 6.0, 17.5 Hz, H2-8)], an allylic methylene [δH 2.05, (2H,
m, H2-12)], and an aliphatic chain with a terminal methyl group
[δH 0.89 (3H, t, J = 7.1 Hz, H3-17)]. Analysis of the 1H-1H COSY ex-
periment led us to define the proton sequence fromH-8 to termi-
nal H3-17, whereas the heterocorrelations observed in the HSQC
and HMBC spectra aided us in defining the remaining part of the
molecule and to complete the structure. In particular, the H-1/H-
3 and H-8/H‑17 spin systems were connected through a conju-
gated diyne moiety by diagnostic HMBC correlations observed
between H2-8 (δH 2.55) and both C-7 (δC 78.2) and C-6 (δC 66.5)
as well as H-3 (δH 4.92) and C-4 (δC 81.5). Thus, the structure was
suggested to be (10E)-heptadeca-1,10-diene-4,6-diyne-3,9-diol
(6), to which the trivial name triquetridiol was given. The abso-

lute configuration of C-3 and C-9 chiral centers could not be de-
termined by the Mosher method due to the scarce amount of
sample. However, the 3S configuration was suggested analogous
with co-occurring compounds 1-5 on the basis of the positive
[α]D value, which was also observed for this member of Eryngium
polyacetlenes.
trans-Epoxy-triquetrol (diastereomeric mixture 7a/7b) exhibited
a sodiated molecular peak at m/z 299.1629 in the HRESIMS spec-
trum, consistent with the molecular formula C17H24O3, with a
difference of 16 mass units with respect to panaxydiol (1) and
triquetridiol (6). The NMR spectra (l" Tables 1 and 2) resembled
those of the other co-occurring polyacetylenes, indicating the
presence in the structure of the same terminal portions. The
main difference was in the lack of the internal double bond being
the olefinic resonances replaced by signals due to oxygenated
carbons. However, a careful analysis of both 1H and 13C NMR spec-

Table 1 1H NMR (400MHz) data for compounds 5–7 in CDCl3 (δ H in ppm, J in Hz). aData divergent for minor isomers are shown in square brackets.

5 6 7 7 (C6D6)

1 5.49, d (17.0)
5.28, d (10.2)

5.47, d (17.2)
5.25, d (10.2)

5.48, d (17.0)
5.28 d (10.1)

5.20, d (17.0)
4.86, d (10.2)

2 5.97, ddd (17.0, 10.2, 5.5) 5.95, ddd (17.2, 10.2, 5.3) 5.95, ddd (17.0, 10.1, 5.4) 5.62, ddd (17.0, 10.2, 5.4)

3 5.00, app t (5.5) 4.92, app t (5.7) 4.94, app t (5.0); OH 1.9, d (6.0) 4.47, dd (5.6, 5.4); OH 1.17 overlapped

8 5.59, d (11.0) 2.55, d ABq (6.0, 17.5) 4.66, app t (5.0); OH 2.12, d (5.0)
[4.41, dd (3.8, 7.1)]; [OH 2.15, d (7.1)]

4.16, dd (3.3, 5.0); OH 1.52 d (5.0)
[4.01], dd (3.7, 7.0); OH 1.59 d (7.0)

9 6.08, dd (11.0, 8.6) 4.26, ddd (6.8, 6.0, 4.6) 3.02, m
[3.00, m]

2.65, dd (3.3, 1.4)
[2.68], m

10 4.64, m 5.52, dd (15.3, 6.8) 3.10, dt (2.0, 5.6)
[2.98, dt (2.0, 5.6)]

2.88, br t (5.5)
[2.67], m

11 1.63, m
1.51, m

5.74, dt (15.3, 6.8) 1.59, m
[1.58]

1.28, m
[1.27]

12 1.37, m 2.05, m 1.44, m 1.22, m

13 1.31, m 1.31, m 1.29, m 1.15, m

14 1.30, m 1.30, m 1.32, m 1.15, m

15 1.27, m 1.27, m 1.28, overlapped 1.17, m

16 1.29, m 1.29, m 1.28, overlapped 1.26, m

17 0.89, t (6.9) 0.89, t (7.1) 0.89, t (7.1) 0.89, t (6.9)

aAssignments aided by COSY, HSQC, and HMBC experiments

Table 2 13C NMR (75 and 150MHz) data for compounds 5–7 in CDCl3 (δ C in
ppm). aData divergent for minor isomers are shown in square brackets.

5 6 7 7 (C6D6)

1 117.4, CH2 117.2, CH2 117.2, CH2 116.1, CH2

2 135.8, CH 135.8, CH 135.8, CH 136.0, CH

3 63.7, CH 63.5, CH 63.3, CH 63.0, CH

4 81.1, C 81.5, C nd 79.2, C

5 70.9, C Nd nd 70.3, C

6 nd 66.5, C nd nd

7 75.2, C 78.2, C 77.2, C nd

8 108.4, CH 28.6, CH2 61.3, CH [62.3] 61.7, CH [62.5]

9 150.0, CH 70.8, CH 58.8, CH [59.3] 59.0, CH [59.6]

10 70.4, CH 130.4, CH 56.0, CH [56.1] 55.7, CH [55.5]

11 36.6, CH2 133.9, CH 31.2, CH2 31.0, CH2

12 25.0, CH2 32.1, CH2 25.7, CH2 25.8, CH2

13 29.2, CH2 28.9, CH2 28.5, CH2 29.3, CH2

14 29.5, CH2 29.0, CH2 29.0, CH2 29.3, CH2

15 31.8, CH2 31.7, CH2 31.7, CH2 31.8, CH2

16 22.6, CH2 22.6, CH2 22.6, CH2 22.8, CH2

17 14.1, CH3 14.1, CH3 13.9, CH3 13.8, CH3
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tra revealed that we were dealing with a mixture of two diaste-
reoisomers (7a/7b). Unfortunately, every attempt to separate the
two isomers failed, thus, they were characterized spectroscopi-
cally as a mixture. In the NMR spectra (recorded in CDCl3 and
C6D6), along with the expected series of signals due to terminal
C-1/C-7 and C-11/C-17 fragments, resonances due to oxygenated
methines were observed (l" Tables 1 and 2). In particular, two
sets of signals (ratio 1:0.8) were recognized in the proton and
carbon spectra, and were connected by detailed analysis of 1H-
1H COSY and HSQC experiments. Two distinct spin systems ac-
counting for the C-8/C-10 fragment of both isomers were de-
fined, whereas the remaining portions of the molecules gave in-
distinguishable signals in the spectra as reported in l" Tables 1
and 2. For the main isomer (7a), the sequence was constituted
by the proton resonating at δH 4.66 (1H, app. t, J = 5.0 Hz, H-8),
which had a cross-peak with the multiplet at δH 3.02 (1H, m, H-
9), which, in turn, correlated with the signal at δH 3.10 (1H, dt,
J = 2.0 and 5.6 Hz, H-10). An analogous sequence connecting se-
quentially H-8 (δH 4.41, dd, J = 3.8 and 7.1 Hz), H-9 (δH 3.00, m),
and H-10 (δH 2.98, dt, J = 2.0 and 5.6 Hz) was deduced for the mi-
nor component (7b). These data along with the 13C NMR values
[δC 7a/7b 61.3/62.3 (C-8), δ 58.8/59.3 (C-9), and δ 56.0/56.1 (C-
10)] strongly suggested the presence of a hydroxyl group at C-8
and the epoxy ring, including C-9 and C-10. An NMR assignment
was also made in C6D6 (l" Tables 1 and 2) due to the observation
that the signals of the two isomers were better distinguished in
this solvent. The relative configuration of the chiral centers C-9
and C-10was deduced by comparing the proton and carbon value
pattern for the hydroxy epoxide fragment in both 7a and 7bwith
literature NMR data for model compounds exhibiting a cis or
trans epoxide [25–28]. In particular, the small coupling constants
of epoxide protons (JH‑H = 1–2Hz) measured by homo-decou-
pling experiments, the NOE effects observed between H-8 and
H-10, and the epoxide carbon values were consistent with a trans
geometry, analogous to the synthetic C-10 epimer of oploxyne A

[28]. Having fixed the trans stereochemistry of the epoxide moi-
ety, it was reasonable to suppose that the two isomers differed in
the relative configuration of the carbinol carbon adjacent to the
epoxide. Unfortunately, due to the very scarce amount of the
sample, a further stereochemical investigation could not be made
and, thus, this aspect remained undetermined. On the other side,
the absolute configuration of C-3 was supposed to be the same as
the co-occurring polyacetylenes by biogenetic considerations.
The lignan fraction was purified as reported in Materials and
Methods to give an inseparable erythro/threo pair of unprece-
dented demethoxy carolignan Z (8a/8b) along with a series of
known compounds. Previously reported lignans included two
epoxy-neolignans, balanophonin (9) [29] and ficusal (10) [30],
the diepoxy-lignan (+)-medioresinol (11) [31], four sesqui-
lignans, buddlenol C (12) [32], buddlenol D (13) [32], and threo-
and erythro-buddlenol E (14, 15) [32,33], and secolignan 9,9′-di-
feruloyl-secoisolariciresinol (16) [34] (l" Fig. 3).
Demethoxy carolignan Z was isolated and characterized as an
erythro/threo pair (8a/8b). The molecular formula C40H40O13

was deduced from the sodiated molecular peak at 751.2360 in
the HRESIMS spectrum. 1H and 13C NMR data (l" Table 3) showed
strong similarities with those reported in the literature for caro-
lignans [35–37], suggesting the presence of a carolignan frame-
work for 8a/8b. The 1H NMR spectrum (l" Table 3) showed a se-
ries of aromatic protons undistinguishable for the two isomers
and attributable to two units of feruloyloxy group (A and B rings),
two sets of signals for the 1,3,4-trisubstituted benzene units (C
and D rings), two trans olefinic protons (H-7′ and H-8′), and two
methylene protons (H2-9′). Additional signals due to protons
linked to oxygen-bearing carbons were also present in the spec-
trum (H-7, H-8, and H2-9). Careful analysis of these latter signals
and their 1H-1H COSY correlations clearly indicated that they con-
stituted two distinct set of signals due to the 1,2,3-propanetriol
moiety for each isomer. A spin system consisted in the proton at
δH 4.93 (1H, m, H-7) that had a cross-peak with the methine pro-
ton at δH 4.30 (H-8), whichwas, in turn, coupled to themethylene
protons at δH 4.14 (1H, dd, J = 12.0, 3.6 Hz, H-9a) and δH 4.32 (1H,
dd, J = 12.0, 3.6 Hz, H-9b). In the other spin system, the proton at
δH 4.91 (1H, m, H-7) was coupled with the methine at δH 4.52
(1H, m, H-8), which was correlated with the methylene protons
at δH 4.50 (1H, dd, J = 12.0, 3.6 Hz, H-9a) and δH 4.32 (1H, dd,
J = 12.0, 3.6 Hz, H-9b). The HSQC spectrum showed two sets of
carbon values for the two sequences: δC 72.3 (C-7), δC 84.4, (C-
8), and δC 62.6 (C-9) for the erythro-isomer (8a) and δC 74.4 (C-
7), δC 86.1, (C-8), and δC 63.2 (C-9) for the threo-isomer (8b), ac-
cording to literature data reported for erythro/threo carolignans
isolated from Ochroma lagopus [38]. Diagnostic HMBC correla-
tions aided us in linking all these moieties. The carbonyl C-9′′
showed cross-peaks with H-8′′ and H-9a connecting one of the
two feruloyloxy groups (ring A) to the propanetriol moiety,
whereas the second carbonyl C-9′“ had long-range correlations
with both H-8′” and H2-9′, linking the second feruloyloxy group
(ring B) to ring D. Phenolic carbons C-1 and C-4′ were correlated
with H-7 and 7-OH and with H-8 and H-2′′/H‑6′′, respectively,
thus linking both 1,3,4-trisubstitued rings C and D to the pro-
panetriol moiety. By these data, the proposed structure for the
erythro/threo pair 8a/8bwas diferuloyloxy4,8-dihydroxy-3,3′-di-
methoxy-4′,8-oxyneolignan-7′-en-9,9′-dioate, corresponding to
the 5′-demethoxy derivative of carolignan Z, which has been very
recently described from an Euphorbia species [37].
Finally, four known phenolic compounds were identified in the
extract: threo-2,3-bis(4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-3-butoxy-

Fig. 3 Lignans and flavonoids isolated from E. triquetrum.
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propan-1-ol (17) [39], erythro-2,3-bis(4-hydroxy-3-methoxy-
phenyl)-3-butoxypropan-1-ol (18) [39], kaempferol-3-O-(2,6-
di-Z-p-coumaroyl)-glucoside (19) [40], and kaempferol-3-O-
(2,6-di-E-p-coumaroyl)-glucoside (20) [40] (l" Fig. 3).
In conclusion, the chemical study on E. triquetrum from Algeria
resulted in the isolation of 20 compounds, polyacetylenes, lig-
nans, and flavonoids, including previously undescribed metabo-
lites. It is the first report of polyacetylenes and lignans from this
plant. The secondary metabolite pattern is, however, in agree-
ment with the literature data for other Eryngium species.

Materials and Methods
!

General experimental procedures
Optical rotations were measured on a Jasco DIP 370 digital polar-
imeter. FTIR spectra were obtained using a Spectrum 100 instru-
ment from Perkin Elmer fitted with a Germanium/KBr beam
splitter and a deuterated tryglycine sulfate (DTGS) wideband
detector on KBr pellets. UV spectra (MeOH) were acquired on a
Jasco V-650 spectrophotometer. ESIMS were performed on a Mi-
cromass Q‑TOF MicroTM coupled with an HPLC Waters Alliance
2695. The instrument was calibrated by using a PEG mixture
from 200 to 1000 MW (resolution specification 5000 FWHM, de-
viation < 5 ppmRMS in the presence of a known lockmass). High-
resolution mass spectra (HRESIMS) were acquired on a Q-Exac-
tive hybrid quadrupole-orbitrapmass spectrometer (Thermo Sci-
entific). NMR experiments were recorded at the ICB‑NMR Service
Centre. Chemical shifts values are reported in ppm and refer-
enced to the internal signals of residual protons (CDCl3, 1H δ
7.26, 13C 77.0 ppm; C6D6,1H δ 7.15, 13C 128.0 ppm). 1D and 2D
NMR spectra were acquired on a Bruker Avance-400 operating
at 400MHz using an inverse probe fitted with a gradient along
the Z-axis and a Bruker DRX-600 operating at 600MHz using an
inverse TCI CryoProbe fitted with a gradient along the Zaxis.
HPLC separation was performed on a Shimadzu high-perform-
ance liquid chromatography using a Shimadzu liquid chromato-
graph LC-10AD equippedwith an UV SPD-10Awavelength detec-
tor with a reversed-phase (RP) column (10 × 250mm, Aventis-
Supelco). Silica gel chromatography was performed using pre-
coated Merck F254 plates (TLC) and Merck Kieselgel 60 powder
(70–230 mesh). The AgNO3 silica gel was prepared by adsorbing
a silver nitrate solution on silica (10% w/w). The spots on TLC
were visualized under UV light (254 nm) and then were sprayed
with 10% H2SO4 in water followed by heating.

Plant material
The plant E. triquetrumwas collected in April 2012 in Merouana
(Batna, Algeria) and identified by Prof. Bachir Oudjehih, Institute
of Agronomy of University of Batna (Algeria). A voucher specimen
has been deposited in the herbarium of the department of the
same University with code 122/ISVSA/UHL/13.

Extraction and isolation
The dried and powdered aerial part (500 g) of E. triquetrum was
exhaustively extracted at room temperature with a hydroalco-
holic solution (MeOH/H2O 8:2) three times (400mL×3), filtered,
combined, and concentrated under vacuum to afford an aqueous
solution. The latter was sequentially partitionedwith light petro-
leum ether (250mL×3), ethyl acetate (250mL×3), and n-butanol
(250mL×3) to give 2.4 g of light petroleum ether, 3.0 g of ethyl
acetate, and 11.0 g of butanolic extracts, respectively. The ex-

tracts were analyzed by TLC chromatography, which revealed an
interesting metabolite pattern in the ethyl acetate extract. A por-
tion of this extract (2.0 g) was fractionated by Sephadex LH-20
chromatography (column diameter: 3 cm, h: 130 cm, LH-20:
200 g) using a solution of CHCl3/MeOH (1:1) in isocratic fashion
to get 50 fractions (each with an 8-mL volume) that were com-
bined on the basis of their TLC chromatographic behavior to give
11 fractions (1–11), two of which (fractions 4 and 7) were consid-
ered in this work. Fraction 4 (580mg) was subjected to silica gel
column chromatography (column diameter: 2.5 cm, h: 100 cm
silica gel: 29 g) eluted with an increasing polarity gradient of
CHCl3/MeOH. A total of 70 fractions were collected (volume of
each tube: 15mL) starting from CHCl3 (250mL of solvent, col-
lected 17 tubes), CHCl3/MeOH 98:2 (200mL of solvent, 13
tubes), CHCl3/MeOH 95:5 (200mL of solvent, 13 tubes), CHCl3/
MeOH 9:1 (300mL of solvent, 15 tubes), CHCl3/MeOH 7:3
(170mL of solvent, 11 tubes), and only MeOH (150mL, 10 tubes).
After TLC chromatography, all of these fractions were combined

Table 3 1H and 13C NMR (400MHz) data in CDCl3 for 8a (erythro isomer).
Data in square brackets refer to 8b (threo isomer).

1 – 131.2, C

2 7.04, d (2.0) 109.2, CH

3 – 145.2, C

4 – 146.8, C

5 6.85, d (8.5) 114.2, CH

6 6.88, dd (8.5, 2.0) 119.2, CH

7 4.93, m [4.91] 72.3, CH [74.4]

8 4.30, m [4.52] 84.4, CH [86.1]

9 4.14, dd (12.0, 3.6) [4.50, dd (12.5, 3.6)]
4.32, dd (12.0, 3.6) [4.32, dd (12.0, 3.6)]

62.6, CH [63.2]

3-OMe 3.86, s 55.8, CH3

1′ – 133.5, C

2′ 6.95, d (1.5) 109.3, CH

3′ – 150.1, C

4′ – 148.1, C

5′ 7.12, d (8.5) 120.2, CH

6′ 7.01, dd (8.5, 1.5) 120.4, CH

7′ 6.64, d (16.0) 133.6, CH

8′ 6.26, dt (16.0, 6.5) 122.9, CH

9′ 4.85, d (6.5) 65.1, CH2

3′-OMe 3.89, s 55.7, CH3

1′′ – 126.3, C

2′′ 7.01, d (1.8) 110.0, CH

3′′ – 145.3, C

4′′ – 146.8, C

5′′ 6.91, d (8.3) 114.7, CH

6′′ 7.07, dd (8.3, 1.8) 123.7, CH

7′′ 7.49, d (16.0) 145.5, CH

8′′ 6.23, d (16.0) 114.9, CH

9′′
3′′-OMe

–
3.93, s

166.4, C
55.7, CH3

1′′′ – 126.7, C

2′′′ 7.01, d (1.8) 109.3, CH

3′′′ – 145.5, C

4′′′ – 147.2, C

5′′′ 6.94, d (8.3) 114.3, CH

6′′′ 7.08, dd (8.3, 1.8) 123.7, CH

7′′′ 7.65, d (16.0) 144.9, CH

8′′′ 6.33, d (16.0) 114.7, CH

9′′′ – 166.8, C

3′′′-OMe 3.92, s 55.8, CH3

a Assignments aided by COSY, HSQC, and HMBC
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to give 12 final fractions (F4-1→F4-12), which were analyzed by
1H NMR. Subfraction F4-1 (10.0mg) resulted in containing pure
falcarinol 2 (Rf 0.90, CHCl3/MeOH 95:5, 8mg). Subfraction F4-3
(60mg) was a mixture that was further purified by HPLC (Supel-
co, Ascentis C18 column 1.0 × 25 cm) with a 45-min linear gra-
dient from 60 to 100%MeOH in H2O (flow rate 2mL/min) to yield
pure compounds 1 (tR 34.8min, 20mg), 4 (tR 35.5min, 3.0mg),
and 3 (tR 37.5min, 2.0mg), along with a mixture collected as sin-
gle peak at tR 33.5min. This mixture (19.3mg) was subjected to a
further HPLC purification (Supelco, Ascentis C18 column,
0.46 × 25 cm) using a 40-min linear gradient starting from 70 to
100% MeOH in H2O (flow rate 1mL/min) to obtain pure com-
pounds 5 (tR 15.8min, 4mg) and 1 (tR 17.2min, 8mg). Subfrac-
tion F4-4 (43.0mg) was purified by HPLC using the same condi-
tion described for F4-3 (Supelco, Ascentis C18 column 1.0 ×
25 cm) yielding pure compounds 11 (tR 11.3min, 4.0mg), 17 (tR
23.5min, 3.0mg), 18 (tR 24.2min, 4.0mg), and 4 (tR 36.6min,
2.0mg), along with compound 6 collected in a mixture with 5 at
tR 34min. This mixture (3.0mg) was purified on an AgNO3-im-
pregnated SiO2 pipette column (AgNO3 silica gel: 1 g, volume of
each collected tube: 1mL) eluted with a gradient of diethyl ether
in hexane (hexane/diethyl ether 8 :2, 10mL; hexane/diethyl
ether 7:3, 10mL; hexane/diethyl ether 6:4, 10mL; hexane/di-
ethyl ether 5:5, 20mL; hexane/diethyl ether 4:6, 10mL) to af-
ford pure compounds 5 (1.0mg, elutedwith hexane/diethyl ether
7:3) and 6 (0.8mg, eluted with hexane/diethyl ether 6 :4). Sub-
fraction F4–5 (5.0mg) was subjected to HPLC purification (Supel-
co, Ascentis C18 column, 0.46 × 25 cm) using a 40-min linear gra-
dient from 70 to 100% MeOH in H2O, (flow rate 1mL/min) ob-
taining the mixture 7a/7b (tR 12.5min, 1.0mg). Subfraction F4–6
(100.0mg) was purified by HPLC (Supelco, Ascentis C18 column,
1.0 × 25 cm) with a 60-min linear gradient from 50 to 100%
MeOH in H2O (flow rate 2ml/min) to afford pure compounds 10
(tR 22.1min, 2.0mg), 9 (tR 26.3min, 7.2mg), 13 (tR 27.1min,
3.2mg), 12 (tR 29.7min, 6.4mg), 14 (tR 31.1, 3.0mg), and 16 (tR
45.0, 2.5mg), together with two fractions collected at tR 28.5
(fraction A) and 43.2min (fraction B), respectively. Both fractions
were subjected to a further HLPC purification (Supelco, Ascentis
C18 column 1 × 25 cm) by using an isocratic elution (CH3CN/H2O,
1:1 for fraction A; CH3CN/H2O, 6:4 for fraction B) to get pure
compound 15 (tR 8.3min, 4.0mg) from fraction A and the mix-
ture 8a/8b (tR 12.5min, 3.5mg) from fraction B.
Fraction 7 (130mg), from the starting Sephadex column, was fur-
ther chromatographed on a silica gel column (column diameter:
1.5 cm; h: 60 cm; silica gel: 8 g) employing CHCl3/MeOH in order
of increasing polarity. A total of seven subfractions were col-
lected (each fraction volume: 60mL; subfraction 1 eluted with
CHCl3; subfraction 2 eluted with CHCl3/MeOH 98:2; subfraction
3 eluted with CHCl3/MeOH 95:5; subfraction 4 eluted with
CHCl3/MeOH 9:1; subfraction 5 eluted with CHCl3/MeOH 8:2;
subfraction 6 eluted with CHCl3/MeOH 7:3; subfraction 7 eluted
with MeOH). Subfraction 4 (13.5mg), obtained from CHCl3/
MeOH 9:1, was a mixture of cis and trans p-coumaroyl-kaemp-
ferolglucosides. This mixture was further separated by HPLC
(Supelco, Ascentis C18 column, 1.0 × 25 cm) by using an isocratic
elution (CH3CN/H2O, 1:1, flow rate 2.0mL/min) to give pure
compounds 20 (tR 9.8min, 3.5mg) and 19 (tR 10.5min, 4.0mg).
(Z)-heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3,10-diol (5), cis-panaxydiol:
Oil; 1H and 13C NMR see l" Tables 1 and 2; HRESIMS m/z
283.1670 (calcd. for C17H24O2 Na, 283.1674).
(10E)-heptadeca-1,10-diene-4,6-diyne-3,9-diol (6), triquetridiol:
Oil; [α]D20 + 35.42 (c 0.5, CHCl3); UV (MeOH) λmax (log ε): 257

(1.98), 243 (2.07), 230 (2.3), 203 (3.18); IR νmax: 3351, 2955,
2925, 2853, 2255, 1731, 1025, 930, 705 cm−1; 1H and 13C NMR
see l" Tables 1 and 2; HRESIMS m/z 283.1665 (calcd. for
C17H24O2Na, 283.1674).
Heptadeca-1-ene-9,10-epoxy-4,6-diyne-3,8-diol (7a/7b), trique-
trol: Oil; UV (MeOH) λmax (log ε): 284 (2.75), 269 (2.82), 257
(2.90), 244 (2.95), 232 (2.97); IR νmax 3382, 2856, 2255, 2154,
1721, 1463, 1024, 930 cm−1; 1H and 13C NMR in CDCl3 see
l" Tables 1 and 2; HRESIMS m/z 299.1629 (calcd. for C17H24O3

Na, 299.1623).
Diferuloyloxy-4,8-dihydroxy-3,3′-dimethoxy-9,9′-4′,8-oxyneoli-
gnan-7′-en-9,9′-di-oate (8a/8b), 5'-demethoxy carolignan Z:
White powder; UV (MeOH) λmax (log ε): 324 (4.017), 288 (3.93),
233 (4.019), 219 (4.12), 204 (4.30); IR νmax 3410, 3011, 2956,
2927, 2852, 1701, 1630, 1594, 1512, 1430, 1377, 1268, 978, 819,
755 cm−1.1H and 13C NMR see l" Table 3; HRESIMS m/z 751.2360
(calcd. for C40H40O13 Na, 751.2367).
(8E)-heptadeca-1,8-diene-4,6-diyne-3S,10-diol (1), trans-panaxy-
diol: Oil; 1H NMR values in ppm (CDCl3, 400MHz): δH 6.33 (1H,
dd, J = 15.9, 6.0 Hz, H-9), 5.95 (1H, ddd, J = 15.9, 10.3, 5.4 Hz, H-
2), 5.77 (1H, d, J = 15.9 Hz, H-8), 5.47 (1H, d, J = 16.5 Hz, H-1a),
5.25 (1H, d, J = 10.3 Hz, H-1b), 4.98 (1H, app t, J = 5.4 Hz, H-3),
4.18 (1H, m, H-10), 1.53 (2H, m, H2-11), 1.33 (2H, m, H2-12),
1.29 (2H, m, H2-13), 1.29 (2H, m, H2-14), 1.27 (2H, overlapped,
H2-15), 1.27 (2H, overlapped, H2-16), 0.88 (3H, t, J = 7.1 Hz, H3-
17); 13C NMR values in ppm (CDCl3, 75MHz): δC 149.8 (CH, C-9),
136.0 (CH, C-2), 117.0 (CH2, C-1), 108.1 (CH, C-8), 80.0 (C, C-4),
77.6 (C, C-7), 73.6 (C, C-6), 72.0 (CH, C-10), 70.9 (C, C-5), 63.5
(CH, C-3), 36.9 (CH2, C-11), 31.7 (CH2, C-15), 29.4 (CH2,C-13)
29.2 (CH2, C-14), 25.2 (CH2, C-12), 22.6 (CH2, C-16), 14.1 (CH3, C-
17).

Preparation of MTPA esters of compound 1
(R)- and (S)-MTPA‑Cl (10 µL) and a catalytic amount of DMAP
were separately added to two different aliquots of panaxydiol
(1) (1.0mg each) in dry CH2Cl2 (0.5mL). The resulting mixtures
were allowed to stand at rt for 12 h. After evaporation of the sol-
vent, the mixtures were purified on a SiO2 pipette Pasteur
(CH2Cl2/MeOH, 99:1) affording pure (S)- and (R)-MTPA esters of
1, respectively.
(S)-MTPA ester of 1: selected 1H NMR values (CDCl3, 600MHz): δH
5.529 (1H, d, J = 17.0 Hz, H-1a), 5.362 (1H, d, J = 10.2 Hz, H-1b),
5.834 (1H, ddd, J = 5.5, 10.2, 17.0 Hz, H-2), 6.153 (1H, d,
J = 5.7 Hz, H-3); ESIMS m/z 715 [M + Na]+.
(R)-MTPA ester of 1: selected 1H NMR values (CDCl3, 600MHz): δH
5.611 (1H, d, J = 17.0 Hz, H-1a), 5.422 (1H, d, J = 10.2 Hz, H-1b),
5.939 (1H, ddd, J = 5.5, 10.2, 17.0 Hz, H-2), 6.126 (1H, d,
J = 5.7 Hz, H-3); ESIMS m/z 715 [M + Na]+.
(3S,9Z)-Heptadeca-1,9-diene-4,6-diyne-3-ol (2), falcarinol: Oil; 1H
NMR values in ppm (CDCl3, 400MHz): δH, 5.94 (1H, ddd, J = 15.7,
10.1, 5.4 Hz, H-2), 5.51 (1H, m, H-10), 5.46 (1H, d, J = 15.7 Hz, H-
1a), 5.37 (1H, m, H-9), 5.24 (1H, d, J = 10.1 Hz, H-1b), 4.91 (1H,
app t, J = 5.4 Hz, H-3), 3.03 (2H, d, J = 7.0 Hz, H2–8), 2.02 (2H, m,
H2-11), 1.37 (2H, m, H2-12), 1.27 (2H, overlapped, H2-13), 1.29
(2H, m, H2-14), 1.27 (2H, overlapped, H2-15), 1.25 (2H, over-
lapped, H2-16), 0.88 (3H, t, J = 7.1 Hz, H3-17); 13C NMR values in
ppm (CDCl3, 75MHz): δC 136.2 (CH, C-2), 133.0 (CH, C-10), 116.9
(CH2, C-1), 122.1 (CH, C-9), 80.0 (C, C-7), 74.5 (C, C-4), 71.1 (C, C-
5), 64.3 (C, C-6), 63.3 (CH, C-3), 31.9 (CH2, C-15), 29.3 (CH2,C-13)
29.3 (CH2, C-14), 27.2 (CH2, C-11), 29.2 (CH2, C-12), 22.7 (CH2, C-
16), 17.7 (CH2, C-8), 14.1 (CH3, C-17).
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Preparation of MTPA esters of compound 2
(R)- and (S)-MTPA‑Cl (10 µL) and a catalytic amount of DMAP
were separately added to two different aliquots of falcarinol (2)
(1.0mg each) in dry CH2Cl2 (0.5mL). The resulting mixtures were
allowed to stand at rt for 12 h. After evaporation of the solvent,
the mixtures were purified on a SiO2 pipette Pasteur (CH2Cl2/
MeOH, 99:1) affording pure (S)- and (R)-MTPA esters of 2, re-
spectively.
(S)-MTPA ester of 2: selected 1H NMR values (CDCl3, 400MHz): δH
5.516 (1H, d, J = 17.0 Hz, H-1a), 5.332 (1H, d, J = 10.2 Hz, H-1b),
5.821 (1H, ddd, J = 5.5, 10.2, 17.0 Hz, H-2), 6.104 (1H, d,
J = 5.7 Hz, H-3), 3.0443 (1H, br d, J = 6.8 Hz, H-8), 5.534 (3H, m,
H-9), 5.375 (1H, m, H-10); ESIMS m/z 483 [M + Na]+.
(R)-MTPA ester of 2: selected 1H NMR values (CDCl3, 400MHz): δH
5.595 (1H, d, J = 17.0 Hz, H-1a), 5.394 (1H, d, J = 10.2 Hz, H-1b),
5.926 (1H, ddd, J = 5.5, 10.2, 17.0 Hz, H-2), 6.073 (1H, d,
J = 5.7 Hz, H-3), 3.0374 (1H, br d, J = 6.8 Hz, H-8), 5.525 (3H, m,
H-9), 5.365 (1H, m, H-10); ESIMS m/z 483 [M + Na]+.
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