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RESUME

Dans le cadre d’une maitrise en Sciences de I'eau a I'Institut National de la Recherche Scientifique
- Centre Eau Terre et Environnement (INRS-ETE) en collaboration avec I'Institut Supérieur des
Hautes Etudes en Développement Durable (ISHEDD) (Rabat, Maroc), j'ai effectué un travail qui
porte sur I'évaluation de la production des lipides microbiens précurseurs du biodiesel par une
souche de levure oléagineuse nommée Yarrowia Lipolytica SKY7 cultivée sur un substrat de
glycérol brut. L’objectif de cette étude consiste particulierement a déterminer le taux optimal de
saturation du milieu de fermentation en oxygéne dissous pour une meilleure production des lipides
par Yarrowia Lipolytica SKY?7.

De ce fait, le processus de la production des lipides s’est déroulé dans un fermenteur de type
INFORS AG CH-4103, avec une capacité de 7L, une durée de fermentation de 72h, une
température de 28°C et a un pH de 6,5. Quant au taux d’oxygene dissous dans le milieu, variable
régissant I'étude, cing fermentations sont réalisées avec les différentes saturations en oxygéene :
20%, 30%, 40%, 50% et 60%.

Les résultats obtenus montrent que la concentration en biomasse augmente progressivement
avec le taux de saturation en oxygéne de 20% jusqu’a 50% ou elle enregistre, respectivement,
les valeurs 11,03 g/L ; 12,62 g/L ; 13,09 g/L et 13,8 g/L. Néanmoins, une tendance a la baisse de
la concentration en biomasse (12,16 g/L) est marquée a un taux de saturation en oxygéne de
60%.

La production maximale de lipides 7,43 g/L est obtenue dans un milieu de culture saturé a 40%
en oxygene dissous avec une teneur maximale de la biomasse en lipides de 57,9%
w/w. Des teneurs en lipides aussi importantes 56,4% w/w et 55,58% w/w sont enregistrées lors
des fermentations réalisées respectivement sous des taux de saturations en oxygene de 30% et
50%.

Mots clés : lipide, Yarrowia Lipolytica SKY7, taux de saturation en oxygene.



ABSTRACT

As part of a Master's Degree in Water Sciences at the National Institute for Scientific Research -
Center on Water, Earth and Environment (INRS-ETE) and with the collaboration of the Higher
Institute for Sustainable Development Studies (ISHEDD) (Rabat, Morocco), | Have carried out a
research work on the evaluation of the microbial lipids, precursors of biodiesel production, by a
strain of oleaginous yeast called Yarrowia Lipolytica SKY7 grown on a substrate of crude glycerol.

The main objective of this study is to determine the optimal saturation rate of the dissolved oxygen
in the fermentation medium in order to obtain maximum lipid production by Yarrowia Lipolytica
SKY7.

Hence, the lipid production process was carried out in an INFORS AG CH-4103 fermenter with a
capacity of 7 L, at the temperature of 28 ° C and pH 6.5 for fermentation time of 72 h. As the
dissolved oxygen was varied during the study, five fermentations were carried out with different
oxygen saturation rates of 20%, 30%, 40%, 50% and 60%.

The obtained results shows that the biomass concentration increased gradually with the increase
in oxygen saturation rate from 20, 30, 40 to 50% and reached to 11.03 g /L; 12.62g/L; 13.09 g
/ L and 13.8 g / L respectively. Nevertheless, a downward trend in biomass concentration is
marked (12.16 g/L) at an oxygen saturation rate of 60%.

Maximum lipid production of 7.43 g / L was obtained for an oxygen saturation rate of 40% with
maximum lipid content of 57.9% w / w, while lipid content of 56.4% w / w and 55.58% w / were
recorded on fermentations carried out respectively at 30% and 50% oxygen saturation rate.

Key words: lipid, Yarrowia Lipolytica SKY7, oxygen saturation.
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INTRODUCTION

L’utilisation accrue du carburant pétrolier dans différents secteurs principalement le transport,
conduit a la raréfaction de cette ressource d'origine fossile. Par conséquent, la recherche de
nouvelles alternatives aboutissant a une indépendance énergétique est devenue un enjeu majeur.
D’autant plus, le réchauffement climatique et l'instabilité des colts de pétrole ont poussé les
chercheurs a explorer de nouvelles voies. Celles-ci doivent étre soucieuses de I'environnement
et économiquement viables dans le but de trouver de nouvelles sources d’énergie durables dans
le temps. Plusieurs travaux de recherches ont été élaborés dans ce sens et le biodiesel s’est

avéré une solution plausible.

Le biodiesel est un ester méthylique obtenu par réaction chimique avec un alcool léger et des
matiéres grasses végétales ou animales. Il peut étre utilisé dans son état pur comme carburant
de remplacement ou en mélange avec du pétrodiesel (Larousse, 2012). Le biocarburant est non
seulement renouvelable et biodégradable, mais aussi non toxique et présente des
caractéristiques de combustion claire parce qu’il est davantage chargé en oxygene (11%)
(Mittelbach et al., 2004). De plus, il assure une meilleure combustion du carburant auquel il est

mélangé.

Les chercheurs et les industriels se sont orientés vers la production du biodiesel a partir des huiles
végétales (colza, tournesol, soja, etc.) car de point de vue environnemental, les biocarburants
permettent une réduction des émissions de gaz a effet de serre. Cependant, un certain nombre
d’'inconvénients a été noté, tel que le long cycle de vie des végétaux oléagineux (récolte des
végétaux oléagineux deux fois par an au maximum). Les cultures oléagineuses exigent de vastes
superficies de terres arables, ce qui crée une concurrence avec la production alimentaire. Par
ailleurs, le colt de la production du biodiesel provient en majeure partie (70%) de la matiere
premiere (huiles et graisses) (Haas et al.,, 2006). Cette situation désavantageuse au
développement de cette ressource a amené les chercheurs a explorer de nouvelles alternatives

a cette matiere premiere.



Parmi plusieurs solutions proposées, on retrouve I'utilisation des boues d’épuration, des huiles
usées provenant des restaurants et le glycérol brut qui constitue une matiére premiére
prometteuse (Avila et al., 2014). Le glycérol CsHgOs, est un sous-produit de la production du
biodiesel trés riche en carbone qui pourrait servir de nutriment pour de nombreux
microorganismes capables de produire des huiles microbiennes dans certaines conditions de
culture. Le glycérol représente donc une excellente alternative de matiére premiere pour la
production du biodiesel avec un co(t relativement faible, vu qu’il est considéré comme déchet
dans les industries de production de biodiesel (Yazdani et al.,, 2007). De plus, les huiles

microbiennes présentent plusieurs avantages :

¢ Absence de concurrence avec la production alimentaire ;
e Court cycle de vie et un taux de croissance élevé ;

¢ Bon potentiel d’accumulation des lipides chez les microorganismes oléagineux.

Les procédés de production de la biomasse dans des bioréacteurs contr6lés permettent
I'obtention des cultures de micro-organismes plus performantes en termes de production des

lipides grace a la combinaison d’approches de génie microbiologique et de génie génétique.

Actuellement, les chercheurs visent 'amélioration de la production des lipides par I'optimisation
de certains parameétres qui agissent sur la fermentation notamment le choix de la souche et les

conditions de culture (température, pH, agitation, oxygéne dissous...).

La présente étude s’intéresse particulierement a la variable saturation en oxygéne dissous. Elle
vise a déterminer la quantité optimale d’oxygéne nécessaire a une production maximale des
lipides a partir de la levure Yarrowia Lipolytica SKY7 en vue de produire du biodiesel. Les

prochains chapitres donnent suite aux détails permettant de répondre a cette problématique.



1. REVUE DE LITTERATURE

1.1 Limites des énergies fossiles-sources d’énergie alternative

1.1.1 Limites des énergies fossiles

Les énergies fossiles les plus courantes sont le gaz naturel, le charbon et le pétrole. Selon
I’Agence Internationale de I'Energie (AIE), le charbon et le pétrole comptent pour 60% de la
production mondiale de I'énergie primaire. Néanmoins, le pétrole reste la source d’énergie la plus
utilisée et représente 32,9% de la consommation totale d’énergie pour 'année 2015 (Petroleum,
2016). Par ailleurs, La forte croissance démographique et économique que connait le monde
depuis I'ere industrielle va de pair avec une augmentation continue des besoins énergétiques
dans différents secteurs (industrie, transport, pétrochimie...). Le secteur du transport occupe la
majorité de ces besoins 57,7% (Escobar et al., 2009). La consommation énergétique s’est certes
stabilisée chez les pays industrialisés aprés les chocs pétroliers des années 1970, mais les
économies émergentes dont les deux géants démographiques ; I'Inde et la Chine ont, depuis lors,
exacerbés. Pour 'année 2015, leurs consommations ont augmenté respectivement de 1.5% et
5.2% (Petroleum, 2016).

L’AlE estime que les sources d’énergie en 2040 reposeront encore a environ 75% sur les énergies
fossiles, contre 81,4% en 2013 et prédit une augmentation de plus de 50% de la demande totale
mondiale d'ici 2030 (ENERGIES, 2011).

Le pétrole est le résultat de la décomposition et de la transformation de matiéres organigues
d’origines animale et végétale au cours des centaines de millions d’années dans des régions
éparses de la planéte. C’est donc une ressource non renouvelable et une réserve, par nature,
limitée. D’'une maniére ou d'une autre, les sources en pétrole se tariront dans un avenir

relativement proche et la demande ne cessera de croitre avec le développement économique.

Bien que cette ressource présente un certain nombre de vertus, la combustion du pétrole libére
dans I'atmosphére des produits nocifs pour I'écosystéme planétaire (essentiellement le dioxyde
de carbone CO,, le méthane CH, et le protoxyde d’azote N.O), qui sont en relation directe avec
'augmentation de la concentration de gaz a effet de serre dans I'atmosphére terrestre (Astrup et
al., 2009). Ces gaz absorbent une partie de I'énergie solaire et la redistribuent sous forme de
radiations ionisantes dans I'atmosphére, contribuant ainsi au réchauffement planétaire et aux

importants changements climatiques qui en découlent.
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La prise de conscience de ces problématiques causées par I'utilisation irrationnelle du pétrole par
la communauté mondiale, nous incite a limiter rapidement les émissions de gaz a effet de serre.
Comme le prévoit le protocole de Kyoto ; entré en vigueur en février 2005 ; et & promouvoir, a
plus long terme, la recherche de nouvelles sources d’énergie durables et non toxiques. Ainsi les
biocarburants, dont les ressources sont disponibles et renouvelables a I'échelle mondiale sous
forme de biomasse et de déchets résiduels, peuvent constituer une alternative appropriée aux

combustibles pétroliers.

1.1.2 Biocarburants comme principale alternative

Les biocarburants sont des carburants de substitution produits a partir de la transformation de
biomasse d'origine végétale, animale ou de déchets. lls sont principalement utilisés comme
carburant de transport et sont généralement incorporés dans les carburants d’origine fossile
(Larousse, 2012). En comparaison avec ces derniers, la combustion des biocarburants émet dans
I'atmosphére des quantités plus faibles de soufre et de monoxyde de carbone (Timilsina et al.,
2011). La classification des biocarburants établie par Nigam et Singh en 2011 (Nigam et al., 2011)
distingue deux grandes familles. La premiére comporte les biocarburants primaires qui sont
utilisés a I'état brut sans transformation comme le bois combustible, les déchets organiques, les
déchets forestiers... La deuxiéme est celle des biocarburants secondaires, qui sont classés a leur
tour en trois générations et ce en fonction de la nature du substrat initial et de leur mode de

transformation (Fig. 1.1).
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Figure 1. 2 Classification des biocarburants selon Nigam et Singh, 2011

1.1.2.1 Biocarburants de premiére génération

lls correspondent aux biocarburants utilisés actuellement, ils sont produits a partir de cultures
végétales et plus spécifiguement, ce sont les parties de réserve des plantes riches en sucre ou
en amidon (betterave, canne a sucre, mais, manioc) ou les graines des plantes oléiféres (colza,
tournesol, soja, noix de coco) qui sont utilisées. Les biocarburants de premiére génération
les plus couramment utilisés sont le bioéthanol et le biodiesel. Leur production se fait par le biais
d’'une fermentation alcoolique de 'amidon ou du sucre pour produire du bioéthanol ou du butanol,
ou par une transestérification d'huiles végétales pour produire du biodiesel (Mittelbach et al.,
2004).

Cette génération de biocarburants est donc issue de la conversion de cultures alimentaires en
sources d'énergie, ce qui souléve plusieurs inconvénients critiques de la part des chercheurs. En
effet, La production de ces biocarburants entre en compétition directe avec les ressources
alimentaires et donc avec la disponibilité et le cours des aliments dans le monde (Ajanovic, 2011).

Il en résulte également des problémes environnementaux a savoir la déforestation massive au
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profit de I'extension des surfaces de cultures ainsi que I'approvisionnement en eau et le risque
de décontamination liée a I'utilisation excessive de fertilisants (Goldemberg et al., 2010). D’autant
plus, la production de biocarburants issus de végétaux dépend de la localisation géographique
et du climat qui définissent le rendement, et la productivité végétal.

Pour remédier a ces problémes, des études actuelles tentent de développer des biocarburants
dits de deuxieme génération a partir de résidus lignocellulosiques non alimentaires (Fig 1.2),
comme les déchets agricoles, forestiers et les parties non comestibles des plantes (BROUST et
al., 2017).

1.1.2.2 Biocarburants de deuxiéme génération

Les biocarburants de deuxieme génération sont les successeurs des hiocarburants de premiére
génération et sont actuellement en cours de développement, une mise a I'échelle industrielle est
envisagée pour I'’horizon 2020 (Beligon, 2016). La matiére premiére utilisée pour produire ce type
de biocarburant correspond a la biomasse lignocellulosique disponible en grande quantité et sous
différentes formes : sous-produits des activités agricoles (pailles de céréales, tiges, bagasses de
canne a sucre), résidus d’exploitation forestiere (branches, rameaux), déchets de l'industrie du
bois (sciures, rebuts) et du papier et nouvelles cultures lignocellulosiques dédiées a fort
rendement (triticale, luzerne, miscanthus, peuplier, saule, etc.) (Dronne et al.,, 2011). Des
procédés avancés sont utilisés pour transformer cette biomasse en biocarburants, la voie
biochimique et la voie thermochimique sont les deux principales voies de production qui sont
proches de l'industrialisation. Il existe une troisieme voie, hybride, qui combine les deux voies
principales (Ballerini, 2006).
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Figure 1. 3 Principales voies de la conversion de la biomasse lignocellulosique

Source : IFP Energies nouvelles, 2015.
Production par voie thermo-chimique

La voie thermo-chimique est a l'origine de la production de biodiesel de deuxiéme génération.
Elle procede a un traitement thermique permettant de décomposer la matrice lignocellulosique
et de transformer la biomasse solide et hétérogéne en combustibles gazeux ou liquides (huiles
de pyrolyse ou de liquéfaction, gaz de synthese). Ces derniers sont soit utilisés directement
pour la production de vapeur ou d’électricité, soit convertis en biocarburants liquides (DCE,
2006) (Fig. 1.3).
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Figure 1. 4 Description des étapes de la production du biocarburant par voie
thermochimique (DCE, 2006).

Source : INERIS - Direction de la certification, 2006.

Trois procédés font I'objet de travaux pour la production de biocarburants liquides (biodiesel) :

- Pyrolyse de la biomasse

La biomasse subit un prétraitement par pyrolyse ou torréfaction. Dans le réacteur de pyrolyse,
deux produits sont formés : la vapeur ainsi que des composés solides (suie et charbon de bois).
La condensation des vapeurs récupérées permet d’obtenir I'huile de pyrolyse ou bio-huile, qui
peut étre utilisée directement ou subir une phase de raffinage pour en faire un biocarburant
liquide compatible (DCE, 2006).

- Liquéfaction de la biomasse :

La liqguéfaction directe de la biomasse présente plusieurs avantages ; la biomasse peut étre

utilisée humide. Le produit final, biocrude présente une haute valeur énergétique, il est plus



stable que le bio-oil et il est convertible en substitut du diesel. Ce procédé est en phase de

développement aux Pays-Bas (Panorama, 2015b).
- Gazéification

La gazéification est un traitement thermique en présence de vapeur d'eau ou d'oxygéne (1000
a 1300°C) qui produit un gaz de synthese, le syngaz, constitué principalement de monoxyde de
carbone et d’hydrogéne. Le syngaz, aprés purification, est converti par la mise en ceuvre de
procédés de synthése, en particulier la synthése catalytique Fischer-Tropsch en syndiesel ou
carburant BTL (Biomass to Liquid). D'autres transformations du gaz de synthése peuvent étre
envisagées comme la production du méthanol, du diméthyléther (DME) et de I'éthanol (DCE,
2006).

Production par voie biochimique

La lignocellulose est constituée de trois polyméres : la cellulose, 'hémicellulose et la lignine. Ces
trois composantes s’entremélent et forment une structure tridimensionnelle rigide, complexe et
trés résistante. Seule la cellulose est aujourd'hui facilement transformable en éthanol dit
“cellulosique”; I'némicellulose fait I'objet de recherches intensives pour la rendre convertible. La
voie biochimique fait appel a l'utilisation d’enzymes afin de dégrader la cellulose et de libérer les
sucres qui seront ensuite fermentés pour produire de I'éthanol. Ce procédé s'effectue en quatre

étapes illustrées sur la figure 1.4.
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Figure 1. 5 Etapes de la production du biocarburant par voie biochimique
Source : (Panorama, 2015b)

- Prétraitement

Avant d’étre transformée en carburant, la biomasse lignocellulosique doit étre décomposée lors
d’une étape de prétraitement, par action thermique et/ou chimique, une étape clé des technologies
développées par les industriels. Cette étape permet d’extraire la lignine qui est non

fermentescible.

- Hydrolyse de la cellulose

Cette étape consiste a fractionner la cellulose et I'hémicellulose en sucres simples et
fermentescibles (glucose, pentose, saccharose, etc.) par hydrolyse a l'aide d’'un acide ou des
micro-organismes (par exemple le champignon trichoderma reesei) produisant dans des

réacteurs des enzymes spécifiques agissant comme catalyseur (Panorama, 2015a).
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- Fermentation éthanolique et distillation

Les sucres libérés subissent, par la suite, une fermentation alcoolique par des levures
spécifiques et aprés purification par distillation et déshydratation, le bioéthanol est enfin obtenu

(Panorama, 2015a).
Production par voie hybride

La voie hybride combine la voie thermochimique et la voie biochimique. Le gaz de synthése
obtenu par une étape de gazéification de la biomasse, est ensuite utilisé comme substrat de
fermentation alcoolique. Cette voie de production de bioéthanol deuxieme génération, est encore
a l'étude, son développement a récemment démarré en Amérique et en Nouvelle-Zélande

(Panorama, 2015a).

La production des biocarburants de deuxieme génération nécessite une technologie complexe
exigeant de lourds investissements, ce qui met en question le bilan énergétique et la rentabilité
eéconomique. Certes, cette génération de biocarburant présente I'avantage de valoriser les
différents constituants non comestibles des plantes et d’utiliser une matiére premiére diversifiée
et de faibles colts de production sans entrer en concurrence avec l'alimentation humaine.
Cependant pour couvrir 'ensemble des besoins en carburant, cette matiére premiére manque de
volumes suffisants et on risque de retrouver les problémes liés aux biocarburants de
premiére génération : usage des sols par les cultures dédiées, insuffisance de déchets forestiers
et agricoles qui sont généralement nécessaires a la régénération des sols et a I'abri de la

biodiversité.

Pour s’affranchir des contraintes des sols et des déchets agricoles et forestiers, la recherche
actuelle tente de développer des biocarburants dits de troisiéme génération a partir des lipides
accumulés naturellement par des micro-organismes tels que les bactéries, les micro-algues, les

champignons et les levures (Panorama, 2015a).
1.1.2.3 Biocarburants de troisieme génération

La production de biocarburants a partir de lipides microalgaux et levuriens est encore au stade de
recherche en laboratoire et présente une voie prometteuse de production d’énergie a long terme.
En effet, certaines espéces ont été identifi€ées pour leur capacité a synthétiser et stocker des
lipides au sein de leurs cellules avec un rendement de production bien supérieur aux plantes

oléagineuses utilisées dans la production des précédentes générations de biodiesel.
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Les microalgues oléagineuses sont capables de se multiplier et de synthétiser des lipides et des
sucres a partir du CO,, permettant par exemple le recyclage de gaz produits par des usines ou
des centrales thermiques (fig 1.5). Les algues peuvent également synthétiser des sucres
fermentescibles par des microorganismes en bioéthanol. La biomasse algale totale ou résiduelle

peut également étre valorisée par une production de biogaz.

LES BIOCARBURANTS ISSUS DE MICRO-ALGUES LIPIDIQUES
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Figure 1. 6 Schéma représentant les étapes de la production des biocarburants a partir
des microalgues

Source : IFP Energies nouvelles, 2015.

Les levures oléagineuses sont capables d'utiliser des substrats divers, allant du substrat simple
(glucose) aux plus complexes (déchets) comme source de carbone pour la synthése des lipides

tout en valorisant les déchets industriels.
En général, la production doit passer par quatre étapes:
- Sélection des microorganismes pour leur richesse en huile.

- Culture des algues dans de grands bassins en plein air ou dans des photobioréacteurs,

et culture des levures dans des enceintes confinées et controlées ou fermenteurs.

- Récolte et extraction d'huile selon différentes méthodes (centrifugation, traitement au
solvant, lyse thermique, etc.).
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- Conversion de l'huile en biocarburant. Pour ce faire, il existe deux méthodes comme

pour les huiles végétales classiques : la transestérification et I'hydrogénation.

A I'heure actuelle, la production des biocarburants de troisieme génération n’est pas encore
compétitive avec les carburants d’origine fossile sur le plan économique. Les procédés de culture
et d’extraction des molécules d’intérét coltent trop cher et consomment trop d’énergie pour une
production de carburant a I'échelle industrielle. Ces observations aménent alors les chercheurs et
les industriels a reconsidérer les choix technologiques sur 'ensemble de la chaine. Récemment,
plusieurs études sont menées sur la maitrise des parameétres de cultures de micro-organismes
plus performants et sur l'optimisation de la production de lipides au laboratoire grace a la
combinaison d’approches de génie microbiologique et de génie génétique (Alaswad et al., 2015,
Beligon, 2016, Ochoa Estopier, 2012, Ortigueira et al., 2015).

1.2 Microorganismes oléagineux

Le métabolisme lipidique est présent chez tous les microorganismes pour répondre aux besoins
de la cellule en acides gras indispensables a la synthése des lipides formant la structure cellulaire,
et pour mettre en réserve de I'énergie. Un microorganisme est dit oléagineux lorsqu’il est capable
d’accumuler 20 % ou plus de la masse séche de la cellule en réserves lipidiques (Colin Ratledge,
2002, Colin Ratledge et al., 1984). Les acides gras libres sont stockés chez les eucaryotes

principalement sous forme de triacylglycérides (TAG) (Murphy, 1990).

Dans des conditions de concentration élevée en carbone, excédant les besoins de I'organisme,
et limitée en nutriments, les lipides sont emmagasinés a l'intérieur de la cellule, dans des organites
spécifiqgues, nommés corps lipidiqgues (Seraphim Papanikolaou et al., 2011, Colin Ratledge et al.,
2002).

L’accumulation des lipides chez les microorganismes oléagineux dépend particulierement du
métabolisme convertissant I'atome de carbone en TAG (triacylglycérols) par une série de
réactions biochimiques. Ce processus dépend de la présence de 'enzyme ACL (ATP citrate lyase)
qui caractérise les microorganismes oléagineux (Beopoulos et al., 2009b). Les microorganismes
oléagineux peuvent accumuler jusqu’a 85% de lipides (Wynn et al., 2005). Ce qui peut faire d’eux
un marché prometteur pour la production du biodiesel. Ces microorganismes peuvent étre aussi

bien des bactéries que des champignons ou des algues et levures.
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1.2.1 Bactéries oléagineuses

Les bactéries oléagineuses synthétisent généralement des lipides complexes et des polyesters
comme les polyhydroxylanoates (Russell et al., 1989, Shi et al., 2011). Trés peu sont les bactéries
qui peuvent accumuler un taux élevée de lipides en particulier, les triacylglycérols. Des quantités
remarquables en TAG ont été notées chez les Actinomycétales (Nocardia sp., Rhodococcus sp.)
et Arthrobacter AK19 (tableau 1.1). L'utilisation des bactéries non filamenteuses pour la
production lipidique présente plusieurs avantages du fait que leur culture est facile & manipuler et
leur taux de croissance est élevé (Shi et al., 2011). Cependant, les bactéries produisent les lipides
sur leur membrane externe, ce qui rend difficile leur extraction. Des impuretés indésirables a
propriétés allergéniques sont également extraites (Steinblichel et al., 1998). La trés faible vitesse
d’accumulation des lipides rend leur utilisation difficile et incompatible pour une production
industrielle (C Ratledge, 1994).

Tableau 1. 1 Accumulation lipidique chez certaines especes de bactéries oléagineuses

Bactéries Lipides (% masse Références

oléagineuses seche)

Arthrobacter AK 19 78 (Wayman et al., 1984)
Rhodococcus ruber 26 (HM Alvarez et al., 2000)
Rhodococcus opacus 87 (Héctor M Alvarez et al., 2002)
Noccardia corallina 23.9 (Hector M Alvarez et al., 1997)

1.2.2 Algues oléagineuses

Il existe deux types de micro-algues, hétérotrophes et autotrophes. Les hétérotrophes utilisent le
carbone organique comme source d’énergie. Les autotrophes utilisent la lumiére comme source
d’énergie, en plus du carbone organique (généralement le CO.). Le taux de lipides accumulé chez
les micro-algues varie, en général, entre 20 et 60% de la masse séche de la cellule et peut
atteindre 77% (tableau 1.2) comme chez Schizochytrium sp (Meng et al., 2009). La composition
la plus dominante des lipides accumulés est constituée d’acides gras insaturés comme les acides

oléiques, linoléiques et palmitoléiques (Meng et al., 2009).
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Etant donné que la culture des microorganismes autotrophes nécessite des conditions
climatiques adaptées et une grande surface pour satisfaire leur activité photosynthétique (Shi et
al., 2011), l'alternative de I'utilisation de ceux qui sont hétérotrophes demeure tres intéressante et
applicable dans les milieux nordiques (Cantin, 2010). Les principaux problemes de la production
de lipides d’origine algale résident dans le fait que les cultures restent exposées au risque de
contamination bactérienne et que les procédés de production et d’extraction consomment trop

d’énergie pour une valorisation industrielle (Feofilova et al., 2010, Samori et al., 2010).

Tableau 1. 2 Accumulation lipidique chez certaines espéces de micro-algues

Micro-algues Lipides Références

oléagineuses (% masse séche)

Schyzochytrium 50-77 (Chisti, 2007, Colin Ratledge, 2002)

sp.

Nitschia sp. 45-47 (Cadoret et al., 2008, Sheehan et
al., 1998)

Chlorella 55 (Xu et al., 2006)

protothecoides

Botryococcus 25-75 (Ruangsomboon, 2012)

braunii

Chlorella vulgaris 20-23 (Pruvost et al., 2011)

1.2.3 Champignons oléagineux

Les champignons font également partie des microorganismes oléagineux, ils sont capables
d’accumuler des taux de TAG pouvant atteindre 86 % de leur masse seche (tableau 1.3) (Meng
et al., 2009). Soixante-quatre espéces lipogénes ont été recensées (C Ratledge, 1994) ; les lipides
stockés sont riches en acides gras a chaines longues et polyinsaturés. D’aprés Bruszewski,
Fergus et al. 1972, la température joue un réle important dans le contréle du profil lipidique chez

les champignons oléagineux, les espéces thermophiles synthétisent des acides gras plus saturés
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que les espéces mésophiles. Cependant, la faible cinétique de croissance des champignons
filamenteux et l'impact des filaments sur les transferts de masse et de chaleur au sein des
réacteurs constituent les principaux problémes pour [I'exploitation industrielle de ces

microorganismes.

Tableau 1. 3 Accumulation lipidique chez certaines espéces de champignons

Champignons Lipides Références
oléagineux (% masse
seche)
Mortierella isabellina 86 (Meng et al., 2009)
Cunninghamella 60 (Colin Ratledge et al., 2002)
japonica
Cunninghamella 48 (Sergeeva et al., 2008)
echinulata
Mortierella isabellina 50 (Seraphim Papanikolaou et al.,
2004)

1.2.4 Levures oléagineuses

Parmi la grande diversité d’espéces qu’offrent les levures, seules trente sur six cents espéces
sont identifiées comme oléagineuses et elles appartiennent principalement aux genres
Lypomyces, Candida, Cryoptococcus, Endomyces, Rhodosporidium, Rhodotorula et Yarrowia
(Colin Ratledge, 2002). Les levures oléagineuses peuvent accumuler en général entre 30 a 76 %
de la masse séche de la cellule en lipides (Cescut et al., 2014, Chi et al., 2011, Lomakin et al.,
2007). Ces lipides sont composés majoritairement de triacylglycérol et ce jusqu’a 90% (Rolph,
1989). Le profil lipidique est semblable a celui des huiles végétales, ce sont les acides palmitique
(C16:0) et oléique (C18:1) qui prédominent chez les levures, a I'exception de Yarrowia lipolytica
qui présente la particularité de synthétiser des triacylglycérols composés de plus que la moitié
d’acide linoléique C16:0 = 11 %, C18:1 = 28 % et C18:2 = 51 % (Beopoulos et al., 2009a, C
Ratledge, 1994). Le tableau 1.4 illustre quelques taux d'accumulation de lipides en tant qu'une

réserve d'énergie chez des especes de levures ayant un remarquable potentiel de croissance.
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Tableau 1. 4 Accumulation lipidique chez certaines especes de levures

Levures Lipides Substrats Références
oléagineuses (% masse
seche)
R. glutinis 47.2 hydrolysat de  (Liu et al., 2015)
rafles de mais
C curvatus 60 Acétate (Béligon et al., 2015)
C. curvatus 65 a 75,3 Acides gras (Gong et al., 2015)
Trichosporon 59 Glucose et (Hu et al., 2011)
cutaneum xylose
R. 76,1 Glucose (Zhao X, 2008)
toruloidesCBS14
Y. lipolytica 30,1 Glycérol (Poli et al., 2014)
Y. lipolytica 43 Glycérol (S. Papanikolaou et
industriel al., 2002a)
Y. lipolytica 58,5 Les bagasses  (Tsigie et al., 2011)
de canne a
sucre
Y. lipolytica 40 Glucose (Fontanille et al., 2012)
Y. lipolytica 50 Glycérol brut (Mathiazhakan et al.,

2016)

La grande vitesse de croissances des levures oléagineuses, leur capacité d’accumulation élevée

en lipides ainsi que leur indépendance des conditions saisonniéres représentent les principaux

avantages de production de lipides levuriens par rapport aux autres microorganismes oléagineux

(Dias et al., 2015). Comparées aux micro-algues, les modes de culture des levures sont beaucoup

moins compliqués et la technologie de fermentation des levures est bien maitrisée du fait de son

utilisation en industrie depuis des décennies.
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La souche Yarrowia lipolytica accumule une quantité de lipides inférieure a certaines levures
comme R. toruloides CBS14 et C. curvatus (tableau 1.4), mais son profil lipidique a forte valeur
ajoutée en acides carboxyliques tels que l'acide gamma-linoléique (GLA) en fait une levure
oléagineuse nettement plus intéressante dans le domaine de production de biocarburants. C’est
la raison pour laquelle cette levure fera I'objet de la présente étude. Dans ce qui va suivre nous
ferons le point sur les progrés réalisés dans sa taxonomie, sa physiologie, ses intéréts et

applications potentiels.
1.2.5 Yarrowia lipolytica une levure oléagineuse d’intérét

La levure Y. lipolytica est une des plus importantes levures non-conventionnelles et la plus
largement étudiée. Elle peut étre isolée de substrats riches en lipides et protéines (Sinigaglia et
al., 1994) comme les produits laitiers (Gerold Barth et al., 1997, Guerzoni et al., 1993, Suzzi et
al., 2001, Vasdinyei et al., 2003) ou les saucisses (Gardini et al., 2001). Elle peut également étre
retrouvée dans le sol, les eaux usées et les environnements pollués d’huiles (Gerold Barth et al.,
1996, Kim et al., 1999, Zinjarde et al., 2002). Elle est classée par la Food and Drug Administration
(FDA) comme un microorganisme GRAS (generally recognized as safe).

1.2.5.1 Historique

La recherche concernant cette levure a débuté dans les années quarante et s’est intensifiée au
cours des derniéres années. Diddens et Lodder furent les premiers chercheurs a avoir réalisé des
études sur cette souche en 1942 (Poncet et al., 1965) suivis par Peters et Nelson en 1948 et
Skinner and Fletcher 1960 dans le but ultime d’étudier la particularité de cette souche a assimiler
divers substrats. Par conséquent sa culture dans des fermenteurs a grande échelle a été

largement maitrisée.

Vers les années quatre-vingt dix, plusieurs groupes de chercheurs ont amorcé des études sur le
métabolisme de Y. lipolytica a produire des métabolites tels que des protéines hétérologues
(Dominguez et al., 1998, Poncet et al., 1965, Tanaka et al., 1989) et sur le dimorphisme, puisque
ce microorganisme peut se développer sous forme de cellules végétatives isolées ou de mycélium

septé (Walt et al., 1980) selon les conditions de milieu de croissance.

Ces derniéres années, I'attention des chercheurs s’est tournée vers le séquencage du génome
de cette levure et le développement de nouveaux outils génétiques (Casare” gola et al., 1997,
Casaregola et al., 2000, Dujon et al., 2004) permettant une optimisation de l'utilisation de ce

microorganisme en biocatalyse et bioconversion.

19



1.2.5.2 Taxonomie

Yarrowia lipolytica est une levure oléagineuse dont la taxonomie est présentée sur la figure 1.6.
Il s’agit d’'un ascomycete qui était classifié initialement dans le genre Candida ensuite
Endomycopsis lipolytica (Wickerham et al., 1970) puis Saccaromycopsis lipolytica (Yarrow, 1972)
pour devenir Yarrowia lipolytica en 1980 (Walt et al., 1980).
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Figure 1. 7 Schéma décrivant la taxonomie de Y. lipolityca

1.2.5.3 Caractéristiques physiologiques

Yarrowia lipolytica est un microorganisme mésophile qui croit sous des températures allant de 10

a 30°C (Kreger-van Rij, 1984) et dans des conditions d’aérobie stricte. Elle est capable de se
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multiplier sexuellement par formation d’ascospores (Wickerham et al., 1970) ou asexuellement

par bourgeonnement bipolaire (Kreger-van Rij, 1984).

Yarrowia lipolytica possede la particularité de produire plusieurs métabolites comme les lipides
(Bankar et al., 2009, Beopoulos et al., 2009a, Seraphim Papanikolaou et al., 2003), les protéines
hétérologues (Destain et al., 1997, Nicaud, 2012) ou de I'acide citrique (Moeller et al., 2007, S
Papanikolaou et al., 2002c, Rymowicz et al., 2007).

Ce microorganisme qui produit moins de lipides comparativement a d’autres levures oléagineuses
acquiert une grande importance industrielle grace aux nombreux avantages qu’il présente. Parmi
ces avantages, nous citons sa nature unicellulaire qui facilite la maitrise du procédé de production
des lipides contrairement a d’autres microorganismes oléagineux (Séraphim Papanikolaou, 1998)
et se distingue surtout par sa capacité a assimiler une variété de substrats. En plus, des substrats
carbonés tels que les sucres sous forme de glucose, galactose ou mannitol (Kreger-van Rij, 1984),
Yarrowia lipolytica peut assimiler les hydrocarbures (Kosaric et al., 1979, Pareilleux, 1978), les
lipides ou les acides gras (Seraphim Papanikolaou et al., 2002b). Elle est également apte a
assimiler I'éthanol si sa concentration ne dépasse pas les 30g/L (G Barth et al., 1979). Le glycérol
peut aussi étre dégradé par Y. lipolytica (Levinson et al., 2007, Seraphim Papanikolaou et al.,
2002b, Rywinska et al., 2011). Concernant la dihydroxyacétone, le glycérol est d’abord oxydé en
dihydroxyacétone par I'enzyme glycérol-déshydrogénase et phosphorylé par la suite en
dihydroxyacétone phosphate par la dihydroxyacétone kinase (Wang et al., 2001).

1.2.5.4 Diversité du potentiel de Yarrowia lipolytica et utilisation industrielle

Les améliorations génétiques de Yarrowia lipolytica et la connaissance approfondie de sa
physiologie ont permis d'orienter son métabolisme, avec une grande performance, vers la

syntheése de produits a divers applications :

- Production de protéines a grande échelle a partir d’alcanes (Gerold Barth et al., 1997) ;

- Production de lipides (Bankar et al., 2009, Beopoulos et al., 2009a, Seraphim
Papanikolaou et al., 2003) ;

- Production de lipases catalysant plusieurs réactions d’intérét industriel et pharmaceutique
(Guvenc et al., 2002, Osoério et al., 2001) ;

- Production d’arébmes et d’additifs alimentaires (Guveng et al., 2002) ;

- Production d’acides organiques tels que l'acide citrique, I'acide isocitrique, I'acide a-

cetoglutarique et I'acide pyruvique (Kamzolova et al., 2003, Rymowicz et al., 2008) et
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- La capacité de Yarrowia lipolytica & dégrader des substrats hydrophobes est utilisée pour

la biorémediation des sols contaminés (Ferreira et al., 2009).

1.3 Synthese de lipides de réserve

Les levures oléagineuses synthétisent les lipides dans des conditions normales pour des raisons
fonctionnelles. Tout d’abord, les lipides rentrent dans la structure de la cellule servant comme
barriére entre I'intérieur de la cellule et son environnement extérieur. La deuxiéme fonction est
catalytique; les lipides de la levure entourent des protéines qui catalysent les réactions des voies

métaboliques ou de régulation (Daum et al., 1998).

lls représentent également une forme trés dense de stockage d’énergie pour la cellule en
Triacylglycérol (TAG) (Sorger et al., 2003). Finalement, les lipides levuriens ont un réle dans la
modulation du transport des acides aminés dans la cellule (Calderbank et al., 1984). Les acides
gras sont les lipides les plus simples, qui composent de nombreux types de lipides plus

complexes.

1.3.1 Biosyntheéese des acides gras

La biosynthése des acides gras chez les levures peut étre divisée en deux principales étapes :
la génération d’acétyl-CoA et la conversion d'Acetyl-CoA en acide gras. Le processus est

schématisé dans la figure 1.7.
1.3.1.2 Phase mitochondriale : génération d’acétyl-CoA

L’acétyl-CoA est formé dans la mitochondrie. La glycolyse conduit a la production d’acide
pyruvique dans le cytosol qui passe par la suite dans la mitochondrie, 'enzyme pyruvate
déshydrogénase le transforme en acétylCoA (Fig. 1.7, réaction 1). Ce dernier peut soit entrer dans
le cycle de Krebs en se condensant a I'oxaloacétate (Fig. 1.7, réaction 2) pour former du citrate
(premiére réaction du cycle de Krebs catalysée par la citrate synthase), soit étre transporté vers
le cytosol pour servir de précurseur a la synthése d’acide gras, seul le radical acétyle est

transporté a travers la membrane interne par le systéme citrate (Fig. 1.7, réaction 3).
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Figure 1. 8 Schéma des voies impliquées dans la biosynthése des lipides

Source : (Ochoa Estopier, 2012)
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1.3.1.3 Phase cytosolique : conversion d'Acetyl-CoA

Sous I'action de I'ATP citrate lyase le citrate est clivé en acétyl-CoA et en oxaloacétate (Fig. 1.7,
réaction 4). La malate déshydrogénase catalyse ensuite la décarboxylation de 'oxaloacétate en
malate qui retourne a nouveau vers la mitochondrie (Fig. 1.7, réaction 5). Une fraction du malate
est decarboxylée par 'enzyme malique en pyruvate pour régénérer le pyruvate (Fig. 1.7, réaction
6). La régénération du pyruvate permet la formation de NADPH,H* nécessaires a la synthése des

acides gras.

La synthese des acides gras nécessite la formation du malonyl-Coenzyme A par carboxylation
d'Acetyl-CoA sous l'effet de I'Acetyl-CoA carboxylase (Fig. 1.7, réaction 7). La formation d’une
chaine d’acide gras résulte de la condensation d’'un malonyl-Coenzyme A, donneur de deux
carbones, sur un résidu acyl préexistant (Colin Ratledge, 2002, Colin Ratledge et al., 2002). Cette
réaction est catalysée par un complexe multienzymatique (Fig. 1.7, réaction 8), I'acide gras
synthétase (ou Fatty acid synthase soit FAS). Chez les eucaryotes comme Y. lipolytica,
I'élongation de la chaine carbonée est réalisée dans les mitochondries et aussi dans le réticulum
endoplasmique. L’élongation s’arréte en général aprés 7 ou 8 cycles. Ainsi, la majorité des acides
gras synthétisés sont le palmitate (16 atomes de carbone) et le stéarate (18 atomes de carbone).
Ces acides gras sont ensuite modifiés par I'action des désaturases. Les levures disposent
d’enzymes spécifiques de désaturation permettant la production d’acides gras mono et

polyinsaturés.

Chez les levures oléagineuses, les acides gras produits en majeure quantité sont les acides
oléique (18:1), linoléique (18:2), palmitique (16:0), ou palmitoléique (16:1) (Colin Ratledge, 2004).
L’élongation de la chaine carbonée au-dela de 18 carbones se déroule dans le réticulum
endoplasmique et aussi dans les mitochondries. Ainsi les acides gras sont synthétisés sous forme
d’acyl-CoA. En forme libre, les acides gras sont assez rares dans la cellule, car ils peuvent avoir
des effets toxiques sur les membranes. lls sont principalement amassés sous forme de

triglycérides (Fig. 1.7, réaction 9).

1.3.2 Biosynthese des triglycérides

Chez les levures oléagineuses, le stockage des acides gras se fait principalement sous forme de
triacyglycerols (TAG), ils représentent 90% des lipides emmagasinés (Rolph et al. 1990). Leur

synthése comporte trois principales étapes : formation de [lacide phosphatidique,
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déphosphorylation de ce dernier en diglycérol et estérification de la derniére fonction alcool du
glycérol (Fig. 1.8).
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(G-3-P) + - (DHAP)

AcytCoh G-3-P déshydrogénase Acyl-Cad
5-3-F acyffransferase
[T ] o,
PIATIF
Agide lyophosphatidique P
(LPA) - 1-acyl-DHAP
BeeylCoA
LPA acyfiranferase i
Phasphol
Acide phosphatidique ¢ P . PHOSFHOLIFIDES
(PA) .
# &
-
lr.l"
#
o en fipas
FA phosphohydrolase DAG kinase 2 ospho .
; |I 'F P .I'r
Ed
s
l.r’
*ﬂ"
Diacylglycérol TRIACYLGLY CEROLS
{DAG) - Ll TAG)

Lipases des TAG

Figure 1. 9 Synthése des triacylglycérols

Source : d’aprés (Sorger et al., 2003) depuis (Ochoa Estopier, 2012)

1.3.2.1 Formation de I'acide phosphatidique

La synthése de 'acide phosphatidique nécessite deux acylCoA qui réagissent sur le glycérol-3-
phosphate (Fig. 1.9). Le glycérol-3-phosphate est formé par réduction de la dihydroxyacétone

phosphate (DHAP) produite au cours de la glycolyse ou par phosphorylation du glycérol sous
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I'effet du glycérol kinase (Fig. 1.8). Les fonctions alcool primaire et secondaire du glycérol-3-

phosphate sont estérifiées grace a 'action d’acyltransférases spécifiques (Colin Ratledge, 1987).

CH,OH CH,-O-CO-R;
| |

CHOH + 2 AcylxCoA —>  CH-O-CO-R,  +2 HSCoA
| |

CH,-0-® CH,-0-®

Figure 1. 10 Réaction de la formation de I’acide phosphatidique (R1 et R2 représentent

des acides gras)
1.3.2.2 Formation du diacylglycérol ou diglycéride

Le diacylglycérol (DAG) est le résultat du départ du groupement phosphate de l'acide
phosphatidique. La réaction est catalysée par une hydrolase appelée acide phosphatidique
phosphohydrolase.

CH,-0-CO-R; CH,-O-CO-R;

CH-0-CO-R; + H,O0 —» CH-O-CO-R; + Pi

CH,-O-® CH,-O-H

Figure 1. 11 Réaction de la formation du diacylglycérol

Les diacylglycérols peuvent étre également formés par la dégradation des phospholipides
catalysés par une phospholipase et par la désacylation des triacyglycerols (Fig. 1.8) catalysés
par les lipases des triacylgly-cérols (Athenstaedt et al., 2006, Coleman et al., 2004, Sorger et al.,
2003).
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1.3.2.3 Formation du triacylglycérol ou triglycéride

Le dernier groupement acyl sur le diacylglycérol est estérifié pour former le triacylglycérol par une
diglycéride acyltransférase. Les triacylglycérols sont accumulés dans des organelles spécifiques,

a l'intérieur de la cellule, appelées corps lipidiques (Lands, 1958).

CH,-O-CO-R; CH,-O-CO-R
|
CH-O-CO-R,  +Acyl~CoA — CH-O-CO-R, + HSCoA

CH,-OH CH,-0-CO-R;

Figure 1.11 Réaction de la formation du triacylglycérol (R1, R2 et R3 représentent des

acides gras)

1.4 Mécanisme de déclenchement de I'accumulation lipidique chez les

microorganismes oléagineux
1.4.1 Déclenchement de I’accumulation lipidique

Chez les microorganismes oléagineux, une limitation nutritionnelle associée a un apport suffisant
en carbone induit le ralentissement de la croissance des cellules (Pan et al., 1986) et le
déclenchement de I'accumulation lipidique (Gill et al.,, 1977). Les nutriments qui stimulent
'accumulation lipidique peuvent étre soit I'azote, le phosphore, le magnésium, le zinc ou le fer.
L’azote est le plus utilisé pour cette fin en raison des meilleurs rendements obtenus par les
chercheurs (Gill et al., 1977, YAMAUCHI et al., 1983). Du fait que I'azote représente un constituant
fondamental des protéines et acides nucléigues, sa carence entraine un arrét de la multiplication
cellulaire (Pan et al., 1986). Plus précisément, pour la production de lipides (SCO), il faut imposer
une limitation en azote en jouant sur le rapport C/N avec une forte concentration en carbone (C)
et une faible concentration en azote (N) et pour la production d'acide citrique, il faut imposer

uniquement une carence en azote.
1.4.2 Etapes du mécanisme d’induction de I’accumulation lipidique

Plusieurs étapes rentrent dans le processus de l'accumulation des lipides chez les
microorganismes oléagineux allant de I'assimilation de la source du carbone, glycérol, jusqu’a la

formation des triacylglycérols :
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1.4.2.1 Assimilation du glycérol :

Le glyceérol est transporté a l'intérieur de la cellule par systéme d’affinité di a I'équilibre osmotique.
Il est par la suite assimilé par soit phosphorylation en Glycérol 3-phosphate en présence de la
glycérol kinase ou oxydé en dihydroxyacétone par la glycérol dinydrogénase. Dans les deux cas,
le produit final est le dihydroxyacétone-phosphate (DHAP);

La DHAP est facilement isomérisée en G3P par la triose-phosphate isomérase. Le G3P se

transforme en pyruvate afin d’entamer le cycle de Krebs.

1.4.2.2 Augmentation de l'activité de 'AMP désaminase

La limitation en azote provoque une diminution du taux de croissance des cellules. Pour atténuer
la déficience d’azote nécessaire a la synthése des protéines et des acides nucléiques, la cellule
le récupére sous forme d’'ion ammonium (Fig. 1.12) issu du catabolisme de 'AMP (adénosine
monophosphate). L’enzyme catalysant cette réaction est TAMP désaminase (Christopher
Thomas Evans et al., 1985) :

AMP —IMP+ NH,*

1.4.2.3 Inhibition de 'enzyme isocitrate déshydrogénase (ICDH)

L’AMP intracellulaire étant activateur de l'isocitrate déshydrogénase (ICDH), enzyme de cycle de
Krebs qui convertit I'isocitrate en a-cétoglutarate (Colin Ratledge, 1987), une diminution drastique
de la concentration d’AMP va bloquer le cycle de Krebs au niveau de l'isocitrate (BOTHAM et al.,
1979).

1.4.2.4 Equilibre entre l'isocitrate et le citrate

L’isocitrate va donc s’accumuler dans la mitochondrie et créer un équilibre avec le citrate sous

I'action de 'enzyme aconitase (Christopher T EVANS et al., 1983) :
Isocitrate <> Aconitate < Citrate

1.4.2.5 Efflux du citrate de la mitochondrie vers le cytosol
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La concentration du citrate augmente dans le milieu intra-mitochondriale, et le citrate va donc se

diriger vers le cytoplasme via le complexe citrate/malate (Christopher T EVANS et al., 1983).

1.4.2.6 Surproduction d’acétyl-CoA

Le citrate est par la suite clivé en oxaloacétate et en acétylCoA sous I'effet de 'enzyme ATP citrate
lyase (BOULTON et al., 1981). Cette enzyme est activée par la présence d’ions NH.s* (Shashi et

al., 1990) ; elle est présente chez tous les microorganismes oléagineux :

Citrate + CoA + ATP — Oxaloacétate + Acétyl-CoA + ADP + Pi

La conversion d’une partie d’'oxaloacétate produit en malate par la malate déshydrogénase assure
le maintien du systéme d’efflux du citrate. Et la décarboxylation d’'une autre fraction par 'enzyme

malique fournit une ressource suffisante de NADPH,H* nécessaires a la synthése des acides gras.

1.4.2.7 Conversion d’acétyl-CoA

L’acétyl-CoA disponible dans le cytosol sera utilisé comme précurseur pour la biosynthése des
acides gras et la mise en place du métabolisme d’accumulation des lipides selon les étapes

décrites au chapitre 1.1.5.2 pour aboutir a la synthése des trilglycérides.

Les triacylglycérols sont libérés sous forme de gouttelettes lipidiques qui fusionnent et
s’accumulent dans des organelles spécifiques, a lintérieur de la cellule, hommées corps
lipidiques. Ces structures ne sont pas de simples caissons de stockage, mais elles contribuent a

la préservation de ’homéostasie lipidique (Athenstaedt et al., 2006).
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Ce microorganisme posséde non seulement la capacité d’assimiler les lipides mais aussi de les

synthétiser en triacylglycérol (TAG) dans des conditions de limitation nutritionnelle (Portelli, 2011).
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1.5 Facteurs influengant I’accumulation lipidique
1.5.1 Oxygene

Des chercheurs (Choi et al., 1982) ont montré que la quantité d’oxygéne dissous a une influence
sur les concentrations de biomasse et de lipides produites. lls ont démontré qu’'une augmentation
de la concentration d'oxygéne entre 45 et 234 UM a marqué une hausse de la teneur en lipides

chez Rhodotorula gracilis NRRL Y-1091 en culture continue sous I'effet de la limitation d’azote.

Plusieurs recherches ont été également menées sur I'effet de I'oxygéne sur la production de
I'acide citrique (CA). Des chercheurs (Morgunov et al., 2013) ont rapporté que 'augmentation de
la concentration d'oxygene chez Yarrowia lipolytica de 20% a 60% augmente le taux spécifique
de synthése de l'acide citrique de 25 a 50 mg de cellules® h. De plus, une augmentation
supplémentaire de la valeur de la saturation en oxygéne jusqu'a 80% entraine une diminution de

2,8 fois dans la production de I'acide citrique.

Les chercheurs (Rane et al., 1993) ont démontré qu’au cours de la production de I'acide citrique
chez Candida lipolytica, le taux d’assimilation de 'oxygéne spécifique est significativement plus
faible en comparaison a la phase de croissance des cellules. Le taux d’assimilation de 'oxygéne
spécifique augmente au cours des deux premieres heures de la phase de production, ceci est di
a la croissance cellulaire et a 'augmentation des activités métaboliques nécessitant de 'oxygéne.
Quand la teneur en azote devient faible et la croissance cellulaire est ralentie ; le taux de
consommation de I'oxygéne diminue le long du reste de la phase de production et d’accumulation

de l'acide citrique.

D’autres chercheurs (Kamzolova et al., 2003) ont rapporté que I'ajout du fer peut améliorer la
production de l'acide citrique dans des conditions de concentration en oxygéne dissous

relativement faible (<20 % de la saturation) chez Y. lipolytica N1.

La synthése des acides gras, étant liée a celle de l'acide citrique, est aussi affectée par la
saturation de 'oxygene dissous dans le milieu de culture. L’appauvrissement en oxygéne a alors

un effet négatif sur la production en lipides chez les levures oléagineuses.
1.5.2 Température

En cinétique chimique, la loi d'Arrhenius permet de décrire la vitesse d'une réaction chimique en
fonction de la température. La température est alors un facteur influengant la vitesse de la réaction

et par conséquent sa productivité en lipides.
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La loi d'Arrhenius est la suivante : k=Ae (

Avec :

°
=~

: coefficient de vitesse (ou constante de vitesse) ;
e A constante indépendante de la température

e R :constante des gaz parfaits (8,314 J.K*mol?)

e T :température (°K)

e Ea: énergie d’activation (J.mol?)

La température est un facteur qui joue un réle crucial sur la quantité et la qualité des lipides
produits (Hansson et al., 1986). Des chercheurs (Ferrante et al., 1983) ont mené une étude sur
l'influence de l'activité mésophile dans la production des lipides chez Candida lipolytica. lls
évoquent une augmentation du pourcentage de la production des acides oléigue et linoléique de
25% (g/g) de 25°C a 10°C (Ferrante et al., 1983). D’autre part, (Séraphim Papanikolaou, 1998) a
réalisé des recherches sur l'effet de la température du milieu de culture chez Y. lipolytica. La
culture du microorganisme sur différentes températures allant de 19°C a 39°C montre que la

température permettant d’obtenir un taux de lipide maximal est de 28°C.
153 pH

Un changement de la valeur du pH dans le milieu de culture influence les fonctions cellulaires.
Le pH optimal de la culture change d’'un microorganisme a un autre. Moeller (2007) a prouvé
qu’une légére altération de la valeur du pH peut changer le taux de croissance du microorganisme.
Chez Yarrowia lipolytica, la croissance peut avoir lieu dans un pH=4, elle s’laméliore quand le pH
atteint 6,5 et s’inhibe a un pH=8 (Moeller et al., 2007).

1.5.4 Nature du substrat

Yarrowia lipolytica a la particularité de croitre sur différents substrats. Elle utilise des substrats
lipidiques pour la croissance cellulaire et aussi en tant que substance de réserves (Aggelis et al.,
1997, Bati et al., 1984). Parmi les substrats lipidiques utilisés, on trouve la stéarine qui permet
d’avoir un taux de lipides de 0,44 g/g et ou les cellules tendent a adopter une morphologie
filamenteuse (Séraphim Papanikolaou, 1998). Les levures ont la capacité de se multiplier dans
des substrats osidiques comme le glucose, le lactose, le lactosérum, les mélasses, des jus de
fruits (Cescut, 2009, Davies et al., 1990, Hamid et al., 1995, Hassan et al., 1994, Ykema et al.,
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1989). Le pourcentage de lipides accumulés chez Yarrowia lipolytica dans le glucose a atteint
50% en mode fed batch (Cescut, 2009). En plus des milieux lipidiques et osidiques, les levures
proliferent dans les milieux alcooliques comme le glycérol ou I'éthanol. Granger en 1992, a
comparé la conversion du carbone en lipides par Rhodotorula glutinis dans le glucose et I'éthanol.
Le rendement obtenu sur I'éthanol est de 1,6 Cmole.Cmole™? alors qu’il est de 0,7 Cmole.Cmole*
sur le glucose. Ce rendement reste meilleur tant que la concentration de I'éthanol varie entre 2 et
5 g/L (Granger, 1992). Sur le glycérol, le rendement des lipides a atteint 63% en culture continue
chez Yarrowia lipolytica (Seraphim Papanikolaou et al., 2002b). Finalement, et selon
Papanikolaou, (1998), Y. lipolytica montre une préférence d’assimilation du glycérol parmi des

mélanges de glycérol, glucose, oléate et stéarine.
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2. OBJECTIFS ET HYPOTHESES

L’objectif ultime de ce projet d’étude consiste a optimiser le taux d’'oxygénation nécessaire a la
production des lipides a partir de la levure Yarrowia lipolytica cultivée sur le glycérol brut comme
substrat pour la production du biodiesel.

Les objectifs spécifiques sont les suivants :

e Reéaliser des fermentations de la levure Yarrowia Lipolytica dans 40g/L de glycérol et avec
un ratio carbone azote C/N= 75, pH= 6,5 et une température de 28°C pendant 72h tout en
variant le taux d’oxygéne d’'une fermentation a une autre (20, 30, 40, 50 et 60%) ;

o Repérer le taux d’'oxygéne optimal pour une production maximale des lipides.

Il existe un taux de saturation en oxygene pour lequel la levure Yarrowia lipolytica SKY7 atteint
un taux de production maximale de lipides, la présente étude permettra de vérifier cette
hypothése.
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3. METHODOLOGIE

3.1 Démarche méthodologique
Pour parvenir a atteindre mon objectif, la méthodologie suivante a été adoptée :

e Caractériser le glycérol brut utilisé (quantité de méthanol, densité, pH, savon, etc.) ;

e Réaliser la cinétique de croissance de Yarrowia Lipolytica dans le but de choisir le temps
de son inoculation optimale pour effectuer les fermentations ;

e Reéaliser cinq fermentations avec la variation du taux d’oxygéne a 20%, 30%, 40%, 50%
et 60% ;

o Dresser le bilan des résultats de la variation du taux d’oxygéne et

o Déterminer le taux optimal d’'oxygéne dissous nécessaire a une production maximale des

lipides dans les conditions fixées au début de I'étude.
3.2 Matériel et méthodes
3.2.1 Conditions de culture
3.2.1.1 Souche utilisée

La souche utilisée tout au long de ce travail est une culture pure de Y. lipolytica SKY7 isolée a
partir des eaux usées de l'industrie de pates et papiers du Québec. Elle est cultivée dans des
plagues de gélose (Yeast extract, Peptone, Dextrose) avec 10g/L d’extrait de levure, 10g/L de
peptone et 20g/L de dextrose et 20g/L d’agar a 28°C pendant 24h. Y. lipolytica SKY7 est, par la

suite, stockée a 4°C.
3.2.1.2 Préparation du milieu de culture et de l'inoculum

Une boucle compléte de colonie pure est transférée de maniére aseptique dans une une solution
de 20 ml de YPD, le tout est incubé a 28°C dans un incubateur agitateur (Infors HT multitron pro,
Canada) a 180 tours par minute pendant 18 heures. Aprés 18h de croissance, I'inoculum est
transféré dans 200 ml de milieu de culture pour une seconde pré-culture encore incubé a 28°C
dans un incubateur agitateur a 180 tours par minute pendant 18 heures. L’inoculum représente
5% du milieu a fermenter. Le milieu de culture est constitué de glycérol brut (GB) stérilisé et de
nutriments cités dans le (tableau 3.1) a 121°C pendant 15 minutes. Le but de la stérilisation
consiste d'une part a maitriser les micro-organismes introduits dans le milieu d'étude et a éviter

la contamination du milieu extérieur. D'autre part, elle permet une décomposition de la source
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carbonée facilitant son assimilation par le microorganisme. La proportion du milieu synthétique
(MS) ajouté est de 90/10 volume par volume GB/MS.

Tableau 3. 1 Composition du milieu de culture

Composant Concentration (g/L)
Glycérol brut 40
Extrait de levure 1
Phosphate de potassium monobasique 2,7
KH2PO4
Heptahydrate de sulfate de magnésium 0,5
MgSOa4 7H20
Hydrogénophosphate de sodium 1
Na2HPO4
Sulfate d'ammonium (NH4)2 SOa4 0,5

Le glycérol brut utilisé provient d’'une industrie de biodiesel dans la région du Québec, Canada.

Les résultats de I'analyse de sa composition sont résumés dans le tableau 3.2 :

Tableau 3. 2 Caractéristiques du glycérol brut utilisé

Caractéristique Valeur
Densité 0,906g/mL
pH 9,98
Glycérol 148,28g/L
Savon et FFA 35g/L
Méthanol 41,86% wiw
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Les nutriments (tableau 3.1) ont été ajoutés dans le but de créer de meilleures conditions pour la
croissance des cellules de Yarrowia lipolytica. L’extrait de levure qui se compose de cellules de
levure séche déshydratées et lysées apporte au milieu une source d’oligoéléments, d'acides
aminés, de vitamines et d'azote. Mais la principale source d’azote reste le sulfate d’ammonium.
Le ratio C/N a été ajusté en se basant sur le carbone disponible dans le glycérol brut et 'azote

provenant du nutriment ajoute, le sulfate d’ammonium.

Les conditions de culture pendant les fermentations réalisées au cours de cette étude sont

présentées sur le tableau 3.3:

Tableau 3. 3 Conditions de fermentations

Conditions de fermentations Valeurs

Température 28°C

Agitation 795 a 815 rpm (tour par minute)

oH 6,5

Saturation en O2 20%, 30%, 40%, 50% et 60%

Taux d’aération 0,04 a 0,4 volume/volume/minute
(vwm)

Temps de fermentation 72h

Une fois le milieu de culture stérilisé refroidi a une température de 28°C, on procéde a I'inoculation
dans des conditions aseptiques. La fermentation est maintenue jusqu’a 72h. La stabilisation des
différentes saturations en oxygéne dans le milieu de culture est assurée par la vitesse d’agitation

et le taux d’aération.
3.2.1.3 Description du bioréacteur

Le bioréacteur utilisé est le fermenteur INFORS AG (LABFORS 3, INFORS AG, Switzerland) de
7,5L avec un volume de travail de 5L. Il est équipé d'un systétme de commande logique
programmable (PLC) pour I'oxygene dissous (DO), le pH, la température, 'anti-mousse, la vitesse
de la turbine et le débit d'aération. Le logiciel (IRIS, Intellution, Etats-Unis) permet le controle

automatique de consigne et de l'intégration de tous les parametres via PLC.
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L’électrode du pH est calibrée en utilisant des tampons de pH 4,0 et 7,0. Trompé dans la solution
de pH=4 ou pH=7, nous rentrons a chaque fois la valeur sur le pH-meétre afin de I'étalonner. La
sonde de l'oxygene est calibrée a zéro en utilisant du sulfite de sodium et a 100% en la trompant
dans une solution d’eau saturée d'air. Le fermenteur a été rempli par le milieu de culture du

glycérol brut et pré-stérilisé avant I'inoculation pour maintenir la stérilité.

La figure 3.1 montre le dispositif expérimental utilisé pour les fermentations :

Moteur pour Ecran pour

agitation modifier les
parametres
Systéme
d’aération
Sonde du pH
Sonde
Agitateur d’oxygene

Systéme de
régulation de la
température

Acide et base

Figure 3. 1 Description du bioréacteur utilisé lors des expériences

3.2.2 Méthodes analytiques

Des échantillons de bouillon fermenté ont été prélevés aprés chaque intervalle de 6h pendant 72h
pour analyser la quantité de la biomasse, la concentration des lipides, le glycérol résiduel et le

savon.
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3.2.2.1 Quantification de la biomasse

Un échantillon de 25 mL du bouillon de fermentation est utilisé afin de quantifier la biomasse.
L’échantillon est centrifugé avec une vitesse de 4000 rpm pendant 10 minutes. Le culot est
récupéré apres la centrifugation et transféré dans une coupelle en aluminium ; dont le poids est
déterminé au préalable. La coupelle contenant le culot est mise dans le four & une température
de 105°C jusqu’a l'obtention d’un poids constant. La concentration de la biomasse est obtenue
ainsi :
Concentration de la biomasse :
(Poids de la coupelle aprés séchage - Poids de la coupelle vide) x 40

3.2.2.2 Quantification des lipides

Afin de calculer la concentration des lipides présents dans 25 mL du bouillon de fermentation,
I'échantillon est centrifugé a 4000 rpm pendant 10 minutes. Le culot est récupéré aprés le
deuxiéme lavage avec I'eau déminéralisée et mixé avec 15mL d’'une solution de chloroforme
méthanol (2 :1) et des billes de broyage en zirconium (0,7mm) selon la méthode d’extraction de
Folch (Folch et al., 1957). Une agitation pendant 12h permet de briser les cellules et de libérer
ainsi le lipide qui se dissout dans la solution. L’échantillon est par la suite filtré sur un filtre Wattman
dont les pores sont de 0,45um de diamétre. Et afin de récupérer tous les lipides, les cellules sont
encore récupérées pour une deuxiéme agitation avec une solution de 15 mL de chloroforme
méthanol (1:1) pendant 3 heures. Le filtrat est ensuite récupéré par centrifugation et transféré
dans des tubes en verre préalablement pesés. Les tubes sont mis dans le four a 70°C jusqu’a

I'obtention d’'un poids constant. La concentration des lipides se calcule comme suit :
Concentration des lipides :

(Poids du tube apres séchage - Poids du tube vide) x 40

3.2.2.3 Quantification du glycérol résiduel

Une méthode chimique est utilisée pour I'estimation de la quantité du glycérol se trouvant dans le
bouillon de fermentation (Bondioli et al., 2005). L'échantillon du surnageant résultant des
centrifugations est d’abord traité avec le periodate de sodium qui réagit avec le glycérol pour
générer du formaldéhyde. En ajoutant 'acétylacétone au formaldéhyde, un complexe jaune, 5-

diacétyl-1,4-dihydrolutidine se forme. Ce composé jaune présente un pic d'absorption maximal a
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410 nm. La concentration est alors mesurée par le spectrophotometre UV-visible (Cary 100 bio

UV-Vis spectrophotometer).

3.2.2.4 Quantification du savon et FFA résiduels

Dix millilitres de bouillon de fermentation est mélangé a I'éther de pétrole et centrifugé a 3000 rpm
pendant 10 minutes. Une séparation de phases permet de distinguer le savon de I'éther de pétrole
aprés centrifugation et le savon est transféré dans des coupelles en aluminium préalablement
pesées. Les coupelles sont gardées sous la hotte jusqu’a I'évaporation de I'éther de pétrole et
mises par la suite dans le four pendant 6 heures a 60°C. La concentration du savon dans
I'échantillon est obtenue ainsi :

(Poids de la coupelle avec I'échantillon aprés séchage — Poids de la coupelle seule) x 100
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4. RESULTATS ET DISCUSSION

4.1 ANALYSE DES RESULTATS

4.1.1 Analyse des courbes des conditions de fermentations

Les figures 4.1, 4.2, 4.3, 4.4 et 4.5 représentent les graphes de variation des conditions de la
fermentation pour des teneurs en oxygéene respectivement de 20%, 30%, 40%, 50% et 60% durant
les 72h de fermentation.

La teneur en oxygene au début de la fermentation est de 100% en raison de la calibration de la
sonde d’oxygeéne, le milieu est alors saturé en oxygéne. Cette concentration commence a
diminuer pendant les premiéres 6h de la fermentation jusqu'a I'obtention de la valeur désirée,
cette valeur demeure stable pendant environ 24h et augmente par la suite. L’agitation fluctue

selon la valeur de I'oxygéne dissous, elle augmente quand la concentration en oxygéne diminue.

La température, régulée par le couvert chauffant du bioréacteur reste stable (28°C) pendant les
72h de la fermentation afin de créer un environnement favorable a la prolifération de Y. lipolityca.

L’injection de 'acide ou la base se fait automatiquement dans le but de garder le pH a 6,5.
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Figure 4. 1 Courbe de la variation des conditions de la fermentation avec une teneur en oxygene de 20%
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Figure 4. 2 Courbe de I'évolution des conditions de la fermentation avec une teneur en oxygeéne de 30%
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Figure 4. 3 Courbe de I'évolution des conditions de la fermentation avec une teneur en oxygeéne de 40%
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Figure 4. 4 Courbe de I'évolution des conditions de la fermentation avec une teneur en oxygene de 50%
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Figure 4. 5 Courbe de I'évolution des conditions de la fermentation avec une teneur en oxygéne de 60%
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4.1.2 Analyse des résultats de la fermentation avec un taux de saturation en
oxygene de 20%

Le graphe 4.6 présente I'évolution des concentrations de la biomasse, des lipides, du glycérol et

du savon et FFA durant les 72 heures de fermentation :
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Figure 4. 6 Graphe représentant I’évolution des concentrations de la biomasse, des
lipides, du glycérol et du savon durant les 72 heures de fermentation avec une saturation

en oxygéne de 20%

La production de la biomasse a augmenté progressivement jusqu’a 30h de fermentation et
augmente par la suite lentement jusqu’a 48h de fermentation. Le maximum de biomasse produite
est 11,03 g/L obtenu aprés 48h de fermentation. Concernant I'assimilation du glycérol, a peine la
moitié est consommeée durant les 72 heures de fermentation. La concentration du glycérol est
passée de 42,98 a 23,98 g/L. L’assimilation est devenue ensuite plus lente, a peine 5g sont

consommeés jusqu’a la fin de la fermentation.
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En paralléle, une importante consommation du savon et FFA, qui constituent une source d’énergie
pour la levure, est notée passant de 10,3 g/L a 4,57 g/L au bout des six premieres heures. Sa

concentration continue a baisser d’'une fagon plus modérée pour aboutir a 1,28 g/L vers 72 heures.

Quant au lipide, une augmentation progressive de la production des lipides est notée jusqu’a 48
heures de fermentation avec un maximum de 5,56 g/L et une teneur en lipide de 50,39%. La
production commence ensuite a décliner pour atteindre 4,62 g/L au bout de 72 heures.

4.1.3 Analyse des résultats de la fermentation avec un taux de saturation en

oxygene de 30%

Les résultats de la fermentation avec 30% de saturation en oxygene sont décrits sur la figure 4.7 :
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Figure 4. 7 Graphe représentant la variation des concentrations de la biomasse, des
lipides, du glycérol et du savon durant les 72 heures de fermentation avec une saturation

en oxygéne de 30%

Une importante croissance de la biomasse est notée entre 0 et 30 heures suivie de la phase
quasi-stationnaire. Le maximum de biomasse produite est 12,6 g/L vers la fin de la fermentation
a 66h.
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Concernant le glycérol, plus que la moitié est consommée durant les premiéres 18 heures. Au
cours de cette phase, la concentration a chuté de 36,19 g/L a 15,99 g/L, ce qui fait 23,2 g/L de
glycérol consommeés.

Entre 0 et 6 heures, la consommation du savon est importante, environ 5 g/L est assimilée juste
au début de la fermentation, mais, par la suite, elle devient plus lente, et 2g/L, seulement, sont

consommeés jusqu’a la fin de la fermentation.

En ce qui concerne la production des lipides, elle augmente progressivement pour se stabiliser
au bout de 36 heures et atteindre un maximum de 5,87 g/L aprés 54 heures et une teneur en
lipides de l'ordre de 55,58%.

4.1.4 Analyse des résultats de la fermentation avec un taux de saturation en

oxygene de 40%

La figure 4.8 illustre la consommation des substrats et la production de biomasse et des lipides
pendant les 72 heures de fermentation avec un taux de saturation en oxygene de 40%.
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Figure 4. 8 Graphe représentant la variation des concentrations de la biomasse, des
lipides, du glycérol et du savon durant les 72 heures de fermentation avec une saturation

en oxygene de 40%
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En ce qui a trait & la production de la biomasse, la phase stationnaire est toujours atteinte apres
30 heures de fermentation. La concentration maximale (13,09 g/L) est atteinte vers 48 heures de

fermentation.

Quant au glycérol, presque 35 g/L sont consommeés pendant la fermentation compléte dans les
conditions de 40% de saturation en oxygene. Une concentration 27,65 g/L de glycérol est
consommeée durant les 30 premieres heures. L’assimilation est devenue plus lente par la suite.
Une concentration de 8,36 g/L de savon a été consommeée pendant la durée complete de la

fermentation.

La teneur en lipide est nettement améliorée, elle atteint un maximum de 7,43 g/L (57,97%) aprés

54 heures de fermentation.

4.1.5 Analyse des résultats de la fermentation avec un taux de saturation en

oxygéne de 50%

Les résultats de la fermentation avec un taux de saturation en oxygéne de 50% sont présentés
par le graphe 4.9 :
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Figure 4. 9 Graphe représentant I’évolution des concentrations de la biomasse, des
lipides, du glycérol et du savon durant les 72 heures de fermentation avec une saturation
en oxygene de 50%

50



Les microorganismes se multiplient activement au cours de la phase (0-42h) heures de
fermentation pour produire 12,64 g/L de biomasse. Au-dela de 42h, la biomasse fluctue

légerement pour atteindre un maximum de 13,8 g/L vers 72 heures de fermentation.

Une concentration de 26,8 g/L de glycérol est consommé entre 0 et 30 heures, alors que seuls 79

sont consommeés durant les dernieres 42 heures de la fermentation.

Le savon est bien assimilé par les cellules. Sa concentration est passée de 11,2 g/L au début de

la fermentation a 1,88 g/L a 72 heures.

Le maximum de lipides variant entre 7,3 et 7,312 est atteint aprés 54h de fermentation. De plus,
une légere diminution de la concentration des lipides dans le milieu est notée apres 60 heures de

fermentation.

4.1.6 Analyse des résultats de la fermentation avec un taux de saturation en
oxygéne de 60%

La figure 4.10 décrit la variation des concentrations de la biomasse, lipide, glycérol et savon et
FFA durant le temps tout au long de la fermentation avec un taux de saturation en oxygéne de
60% :
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Figure 4. 10 Graphe représentant I’évolution des concentrations de la biomasse, des
lipides, du glycérol et du savon durant les 72 heures de fermentation avec une saturation

en oxygéne de 60%

La prolifération des microorganismes continue a augmenter graduellement et la phase
stationnaire n’est atteinte qu’aprés 48 heures de fermentation ol le maximum est de l'ordre de
12,16 g/L.

En général une faible consommation du substrat de glycérol est observée. Seule la moitié du

glycérol fourni aux cellules est consommeée durant les 72 heures de fermentation.

La concentration maximale en lipides varie entre 5,37 g/L et 5,42 g/L entre 24h et 48h et décline

[égerement par la suite.
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4.2 DISCUSSION ET INTERPRETATION

4.2.1 Effet de la saturation du milieu de culture en oxygéne sur la biomasse

La phase exponentielle de la croissance de Yarrowia lipolytica SKY7 dure trente heures pour les
fermentations réalisées avec les trois premiéres saturations du milieu de culture en oxygéne :
20%, 30%, et 40%. Au-dela de 40%, elle devient plus longue et tend respectivement vers
gquarante-deux heures et quarante-huit heures pour les teneurs en O, de 50% et 60% (Fig. 4.11).
En effet Y. lipolytica SKY 7 étant une levure aérobie stricte, sa croissance cellulaire sera d’autant
activée gue le milieu de culture est suffisamment approvisionné en oxygéne. La concentration en
biomasse la plus importante est enregistrée au bout de soixante-douze heures, dans un milieu
saturé a 50% en oxygene, elle est de 13,8 g/l (Fig. 4.11).

16
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Figure 4. 11 Graphe représentant I’évolution de la concentration de la biomasse au cours

des différentes fermentations en fonction du temps

Lafigure 4.12 illustre une comparaison entre les concentrations maximales en biomasse obtenues

en fonction des différentes saturations du milieu de culture en oxygéne dissous.
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Figure 4. 12 Comparaison des maxima de concentrations de la biomasse au cours des

différentes fermentations

Le temps nécessaire pour atteindre ces maxima varie entre quarante-huit heures et soixante-
douze heures de fermentation.
progressivement avec I'augmentation de la saturation en oxygéne dissous jusqu’a une saturation
en O, de 50% ou elle enregistre les valeurs 11,03 g/l; 12,6 g/l et 13,09 g/l et 13,8 g/L
respectivement pour les saturations en oxygéne dissous de 20%; 30%, 40% et 50%. Quand le
milieu de culture est saturé a 60% en oxygéne dissous, une tendance a la baisse de la

concentration maximale en biomasse est notée: 12,16 g/l au bout de quarante-huit heures de

fermentation.
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Figure 4. 13 Taux spécifique de croissance en fonction du temps pour les différentes
fermentations
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Figure 4. 14 Concentration de la biomasse sans lipide en fonction du temps pour les
différentes fermentations
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Les taux spécifiques de croissance pour les différentes fermentations sont calculés par la formule

suivante :

Avec :
X : Concentration de la biomasse sans lipide (g/L) (Fig 4.14)

dt : Intervalle de temps (h)

Les résultats sont présentés sur la figure 4.13; la tendance générale du taux spécifique de
croissance montre qu’il est plus élevé durant les premiéres heures suivies d’un déclin jusqu’a la
fin de la fermentation. Ce taux élevé concorde avec l'activité de croissance de Y. lipolityca SKY7
lors de la phase exponentielle. Les valeurs du taux spécifique de croissance restent par la suite
stables ou diminuent vers la fin de la fermentation, ce qui correspond a la phase stationnaire et
celle de mortalité.

Les consommations totales du glycérol et du savon et FFA au cours des fermentations sous

différentes saturations du milieu en oxygéne dissous sont données par les figures 4.15 et Fig.4.16:
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Figure 4. 15 Consommation du glycérol au cours des différentes fermentations
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Figure 4. 16 Consommation du savon et FFA dans au cours des différentes fermentations
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Pendant les six premiéres heures de fermentation la vitesse de consommation du savon est
relativement plus élevée par rapport a celle du glycérol pour les différentes saturations du milieu
en oxygene (Fig 4.15 et 4.16). Durant cette période 14% a 56% du savon sont consommeés alors
que l'assimilation du glycérol varie entre 4% et 21%. Entre six et trente-six heures la
consommation des deux composantes devient réguliere parallélement a 'augmentation de la
masse cellulaire. Au-dela de trente heures, la vitesse de consommation du glycérol ainsi que
celle du savon ont tendance a ralentir jusqu’a la fin de la fermentation ; ce qui se traduit par un

plafonnement de la production de la biomasse.

Les microorganismes assimilent d’avantage du glycérol quand la saturation en oxygene dissout
dans le milieu passe de 30% a 50%, la consommation plafonne entre 34,5 g/l a 35 g/l
respectivement pour les teneurs 50% et 40% et elle décline quand la saturation en oxygéne

dépasse 50%.

Les valeurs maximales de concentrations en biomasse de Y. lipolytica SKY7 obtenues (Fig 4.11
et 4.12) sont approximativement similaires a celles citées par des études récentes menées sur la
fermentation de VY. lipolytica SKY7 en particulier celle qui a été menée par Kuttiraja (Mathiazhakan
Kuttiraja et al., 2016). Au bout de soixante-douze heures de fermentation, ces chercheurs ont
observé des concentrations maximales de 11,76 g/l et 16,08 g/l des microorganismes cultivés sur
des milieux contenant respectivement 34,40 g/l et 52,30 g/l de glycérol brut et avec un apport en
oxygéne dissous variable selon les exigences des microorganismes. Dans I'étude de Machado
(Machado Junior et al., 2015), la production de biomasse de Y. lipolytica NRRLYB-423, cultivée
dans un milieu contenant 83g/L de glycérol et 0,28% p/v de savon, et sous une vitesse d’aération
de 1 vvm et une agitation de 200 tours/mn atteint 19,14 g/l aprés soixante heures de fermentation.
Alors que Juszczyk et Tomaszewska (Juszczyk et al.,, 2013) ont observé un maximum de
concentration de 11,60 g/l de Y. lipolytica S10 sur du glycérol brut contenant 78 p/p de glycérol,
0,45%pl/v de savon, moins de 0,1% de méthanol et avec une vitesse d’aération de 1 vvm et une

agitation de 550 tours/mn.

La faible croissance des microorganismes dans les milieux sous saturés en oxygéne dissous est
expliquée par une déficience en oxygene nécessaire a la prolifération des microorganismes. Alors
que la baisse de concentration en biomasse sous forte saturation en oxygene pourrait étre liée au

stress excessif induit par les grandes vitesses d’agitation (Machado Junior et al., 2015) ainsi qu’a
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I'effet nocif provenant du radical libre O»", qui par accumulation entraine une altération des
membranes cellulaires.

4.2.2 Effet de la saturation du milieu de culture en oxygene sur la production
de lipides

La figure 4.17 illustre une comparaison de I'évolution de la production des lipides par Y. lipolytica
SKY7 durant soixante-douze heures de fermentation pour les différentes saturations du milieu de
culture en oxygene dissous.
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Figure 4. 17 Concentration des lipides des différentes fermentations

Une premiére phase de production active de lipides est notée pour les différentes fermentations.
Elle apparait entre 12 et 18 heures de fermentation pour la saturation en oxygene 20% et entre
12 et 24 heures pour les saturations en oxygene de 30% et 60%, cette phase devient plus longue
pour les saturations en oxygene 40% et 50%; et elle est observée respectivement entre 12 et 30
heures et entre 12h et 42h. Les concentrations en lipides obtenues en fin de cette premiere phase
pour les saturations en oxygene 40% et 50%, sont respectivement de 6,34 g/l et 7,07 g/l. Au-dela
de cette phase et généralement jusqu’'a 54 heures de fermentation, la production des lipides
continue a augmenter mais d’'une fagon plus lente. Les maxima de productions sont enregistrés
pendant cette phase pour les différentes saturations en oxygéne dissous. En allant de 20% a 60%

de saturations en oxygéne, les plus fortes concentrations obtenues sont respectivement de 5,56
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g/l au bout de 48 h de fermentation, 5,87 g/l a 54 h, 7,43 g/l a54 h, 7,31 g/l a 60 h et 5,42 g/l & 24
h (Figure 4.18). Pendant les derniéres dix-huit heures de fermentation une tendance a la baisse
de production de lipides est observée pour les différentes pressions d’oxygéne. La phase de
production active des lipides observée au début des cing fermentations réalisées, serait a lier
essentiellement aux lipides rentrant dans la structure des membranes cellulaires. En effet cette
période coincide avec la phase exponentielle de production de biomasse pour les différentes
fermentations.
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Figure 4. 18 Comparaison des maxima de concentrations en lipides produits au cours des
différentes fermentations

La phase de stabilisation de production de lipides, au cours de laquelle les microorganismes
produisent les plus fortes concentrations observées, est paralléle a la phase stationnaire de
production de biomasse. Ce qui permet de conclure que la majeure partie du carbone assimilé
pendant cette période est détournée vers la synthése des lipides au dépend de la production de
la biomasse.

La baisse de la production des lipides pendant les derniéres dix-huit heures de fermentation est
observée en méme temps qu’'une déclinaison de la production de biomasse. Ceci pourrait
s’expliquer par un début de perte de viabilité cellulaire.
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La production maximale de lipides 7,43 g/l par Y. lypolytica SKY7 est obtenue dans un milieu de
culture saturé a 40% en oxygéne dissous et la teneur maximale de la biomasse en lipide est
57,9% wiw. Il faut signaler que des teneurs en lipides aussi importantes que 55,58% w/w et

56,85% w/w sont enregistrées lors des fermentations réalisées respectivement avec des

saturations en oxygéne de 30% et 50% (Fig. 4.20).
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Figure 4. 19 Taux spécifique de production de lipides en fonction du temps pour les

différentes fermentations avec des taux d'oxygéne allant de 20% a 60%

Les résultats du calcul du taux spécifique de production pour les différentes fermentations sont
obtenus suivant la formule :

Avec :
x : Concentration de la biomasse sans lipides (g/L)
L : Concentration des lipides produits (g/L)

dt : Intervalle de temps (h)
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Les valeurs maximales des taux spécifiques de production ont été enregistrées entre 18 et 36h
(Fig 4.19). Ce qui équivaut a la fin de la phase de croissance de Y. lipolityca et au début de la

phase stationnaire ou Y. lipolityca est tres active dans le milieu.

Le taux spécifique de production diminue ensuite avec le temps. Cette diminution peut étre liée &
plusieurs facteurs. D’abord I'épuisement de l'azote dans le milieu de fermentation, ce qui va
arréter le processus du déclenchement de I'accumulation lipidique. Car comme indiqué
auparavant le mécanisme de I'accumulation des lipides est déclenché dans des conditions de
carences nutritionnelles notamment d’azote associées a un apport suffisant de carbone (Gill et
al., 1977). L’épuisement des micronutriments comme le phosphore pourrait aussi étre un facteur
défavorable a la croissance cellulaire. Et finalement, I'age des microorganismes affecte

négativement I'accumulation lipidique vers la fin des fermentations.
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Figure 4. 20 Les maxima de teneur en lipides dans les différentes fermentations
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Les valeurs des concentrations en lipides obtenues sont significatives comparées a celles citées
dans la littérature. L'étude de Kuttiraja (M Kuttiraja et al., 2015) sur la production des lipides par
différentes souches de levures hétérotrophes révéle la meilleure production par Y. lipolytica SKY7
cultivée sur un milieu & 100 g/l de glycérol et un rapport C/N = 100, une teneur de 42,04% w/w en
lipide est enregistrée au bout de 72 h de fermentation. La méme souche cultivée sur un milieu a
82,5 g/l de glycérol brut, avec un rapport C/N = 75 et un volume d’inoculum de 6,25%v/v et sous
une saturation en oxygéne dissous de 30%, voit sa production en lipides nettement améliorée,
elle atteint 54,10% w/w apres 72 h de fermentation (Mathiazhakan et al., 2016). Papanikolaou et
Gortzi (Seraphim Papanikolaou et al., 2008) obtiennent 6-14% de lipides durant la phase
stationnaire de Y. Lipolytica ACA-DC50109 dans un milieu contenant 45,9 g/l de glycérol brut.
L’effet stimulateur des hautes aérations sur la synthése de I'acide citrique, élément précurseur de
la synthése des lipides chez les microorganismes, par Y. lipolytica cultivée sur du glycérol a fait
I'objet de plusieurs études. Dans I'étude de Machado (Machado Junior et al., 2015), les meilleures
conditions d’aération et d’agitation pour I'accumulation des lipides par Y. lipolytica NRRLYB-423
sont identiques a celles trouvées pour la production de la biomasse (200 tours/mn et 1,0 vvm),
les auteurs observent un maximum de teneur de la biomasse en lipides de 7,87% entre 36 h et
60 h de fermentation. Morgunov et Kamzolova (Morgunov et al., 2013) obtiennent le maximum de
production d’acide citrique par Y. lipolytica NG40/UV7 avec une agitation de 800 tours/mn et sous
les hautes saturations en oxygéne 50% a 60%, quand le taux d’oxygéne atteint 80% la production

de l'acide citrique chute de 2,8 fois.

Un effet semblable de la saturation en oxygéne dissous sur la synthése de I'acide citrique chez
Candida lipolytica cultivée sur un substrat n-alkane, est signalé par (Stottmeister et al., 1981), les
auteurs montrent que la valeur de la saturation en oxygéene dissous devrait étre maintenue a 60%
pendant la phase exponentielle de croissance des microorganismes et a 40-60% pendant la
phase de synthése intense d’acide citrique. Kalmoza et Shishkanova (Kamzolova et al., 2003)
attribuent la diminution de synthése d’acide citrique chez Yarrowia lipolytica N1 sous faibles
aérations a une forte baisse dans les activités d’'un certain nombre d’enzyme impliqués dans

le cycle tricarboxylique et dans le cycle glyoxylate (IL : isocitrate lyase et MS : Malate synthase).
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5. CONCLUSION ET RECOMMANDATIONS

La présente étude n’a fait que confirmer l'intérét que présentent le glycérol brut et la souche
Yarrowia lipolityca SKY7 pour la production des lipides destinés pour I'industrie de fabrication du

biodiesel.

Les fermentations de la levure Yarrowia Lipolytica SKY7 dans 40g/L de glycérol, 26,58% w/v
de savon et FFA, avec un ratio carbone azote C/N de 75, un pH de 6,5 et sous une température
de 28°C pendant 72h tout en variant la teneur en oxygéne d’'une fermentation a une autre (20%,
30%, 40%, 50% et 60%) ont été réalisées. Les résultats obtenus montrent que la saturation
optimale du milieu en oxygéne dissout pour une production maximale de lipides est de 40%. Une
concentration en lipides de 7,43 g/l et un pourcentage de 57,9% w/w sont enregistrés avec cette
saturation tandis que la concentration en biomasse margue un maximum de 13,8 g/l quand la
teneur en oxygéne est de 50%. La faible croissance des microorganismes, et par conséquent, la
baisse de la concentration de lipides produits dans les milieux sous saturés en oxygéne dissous,
est expliguée par une déficience en oxygéne nécessaire a la prolifération des microorganismes
induisant une perturbation des mécanismes de synthése des différentes composantes des
cellules. La baisse de concentration en biomasse sous la plus forte saturation en oxygéne (60%)
pourrait étre liée a I'effet nocif provenant du radical libre O2-, qui par accumulation entraine une

altération des membranes cellulaires.

Ce travail a permis de déterminer la teneur en oxygéne optimale pour la production des lipides
par Yarrowia lipolityca SKY7, ce qui va permettre d’économiser de I'énergie et par conséquent,
optimiser le colt de production. La présente étude a également permis de souligner le potentiel
du glycérol brut comme substrat pour la production des lipides destinés a l'industrie du biodiesel.

Enfin et comme perspectives de cette étude, quelques recommandations sont a suggérer :

Il serait plus intéressant d’utiliser de plus grandes concentrations de glycérol brut et d’ajouter une
quantité d’azote dés que la production en lipide commence a stagner afin d’obtenir des

rendements en lipides plus intéressants que 7,43 g/l ;

Il est suggéré de reprendre les mémes expériences a grande échelle afin de pouvoir confirmer le

taux d’oxygéne optimale pour la production des lipides et
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Pour une meilleure économie d’énergie, il serait souhaitable de diminuer le taux d’oxygéne
dissous aprés 35h de fermentation car le microorganisme consomme moins d’oxygéne apreés la

phase de croissance.
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ANNEXE

DONNEES BRUTES DE LA VARIATION DES CONCENTRATIONS DE LA BIOMASSE, LIPIDES, GLYCEROL, SAVON
ET FFA DURANT LES 72H DE CHAQUE FERMENTATION

Biomasse (g/L) Lipides (g/L) Glycérol (g/L) Savon et FFA (g/L)
Sat. en
02 20% | 30% | 40% | 50% | 60% | 20% | 30% | 40% | 50% | 60% | 20% | 30% | 40% | 50% | 60% | 20% | 30% | 40% | 50% | 60%
0 3,19 | 3,36 | 3,68 | 3,40 | 472 | ND | ND | ND | ND | ND | 430 | 36,2 | 433|415 | 420 |10,3|10,1|9,27| 11,20 | 10,53
6 552 | 5,52 466 | 692 | ND | ND | ND | 152 | ND | 364 | 338 | ND | 344|331 457498 | ND | 890 | 9,04
12 580 | ND | 640|708 | 781|185 113|196 | 264|369 | ND | 257 | ND | ND | 330 | ND | ND | ND | 8,64 ND
18 7,60 | 852 | 8,76 | 896 | ND | 3,60 | 2,68 | 468 | 3,24 | 485 | ND | 16,0 | 415 | 26,7 | 32,8 | 5,01 | 5,19 | 8,02 | 7,57 ND
" 24 7,68 | 105 10,8 | 10,4 | 9,60 | 3,68 | 4,76 | 5554 | 434 | 542 | 346 [ 154 | 215|198 | 319 [487[4,34|6,83| 6,37 | 490
g 30 956 | 12,0 | 12,3 | 11,2 | 10,2 | 476 | ND | 6,34 | 510 | 5,39 | 30,0 | 14,7 | 20,8 | 14,7 | 30,0 | 2,54 | 2,87 | 6,07 | 5,50 | 4,58
L 42 9,84 | 122 | ND | 12,6 | 116 | 484 | 575 | ND | 707 | 537 285|145 | ND | 111 ] 26,1 |213|220| ND | 2,60 | 4,53
48 1101123 (131 | ND | 122 | 556 [ 574|709 | ND | 527 | 266 | 143 | 157 | 971 | ND |1,67|169[4,88| ND 4,45
54 106 | 126 | 128 | 128 | 12,1 | 530|587 | 743|730 513|244 | 142|139 910|248 |1,42]|150]|3,64| 2,10 | 4,23
60 10,8 | ND ND ND ND | 512 | ND ND | 7,31 | ND ND | 115]128 | ND | 228 | ND | ND | ND ND ND
66 10,8 | 12,6 [ 128 | 136 | ND | 487 | 532 | 6,66 | 6,77 | 513 | ND | 114|108 | 7,27 | 22,4 11,33|1,33|3,64| 2,00 ND
72 10,7 {119 128 | 138 | 125 | 4,62 | 5,24 | 6,07 | 6,46 | 5,07 | 240 111|835 | 705|211 11,28|1,31[291| 1,88 | 3,91

ND : Non déterminé
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