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INTRODUCTION GENERAL 

  Avec le développement rapide des industries (alimentaires, pharmaceutiques, 

cosmétiques et aromatiques) et la crise énergétique croissante de ces dernières années et leurs 

exigences environnementales, la production microbienne avec le statut Generally Recognized 

as Safe (GRAS) – FDA( Food and Drug Administration) a reçu une attention croissante dans 

les applications biotechnologiques prometteuses (telles que   SCO et l'arôme 

biotechnologies)(Coelho et al., 2010; Abrahão et al., 2013; Braga et Belo, 2016; Xie, 2017; Liu 

et al., 2021). Par contre, produits biotechnologiques ont été comme une lampe pour le 

consommateur étant une excellente alternative naturelle à se débarrasser des produits de 

synthèse (chimiques) ou d'éviter l'extraction directe de la nature (plantes) comme ils ne 

s'avèrent plus performants et satisfaisants face à la demande croissante de diverses industries, 

en raison de ses défauts liés à la fois à la santé , la terre et à l'économie(Gonçalves et al., 2009; 

Goncalves et al., 2010; Gonçalves et al., 2014; Zinjarde, 2014a; Liu et al., 2015; Madzak, 

2021). 

En général, les voies de production influencent grandement actuellement les décisions 

des consommateurs en déterminant l'acceptabilité des produits d'une manière ou d'une autre, 

étant les composés aromatisants et huileux dans de nombreux aliments et produits industriels 

connexes. L'utilisation des micro-organismes pour la production de ces produits permet de 

s'affranchir de la contrainte liée soit à l'utilisation de plantes de grandes cultures ou des moyens 

chimiques. Parmi ces micro-organismes, les levures sont connues pour leurs propriétés 

oléagineuses, qui s'orientent plus facilement vers la biosynthèse de « lipides » répondant à un 

cahier des charges précis, que ce soit pour des huilesx spécifiques ou des précurseurs de 

synthèse. Car ses produits ont des profils similaires en type et en composition à ceux produits 

par les plantes (Beopoulos et al., 2009b, 2011; Lopes et al., 2018; McNeil et Stuart, 2018a; 

Darvishi et al. 2018; McNeil et Stuart 2018b; Darvishi et al., 2019; Fabiszewska et al., 2022a). 

Parmi les genres de levures, les probabilités plus élevées sont souvent associées au statut 

non conventionnel, non pathogène et GRAS de Yarrowia lipolytica en raison de ses 

caractéristiques (les outils génétiques disponibles chez cette levure permettent de modifier 

génétiquement les souches, contrairement à d’autres levures oléagineuses), et de ses 

applications dans divers domaines et applications biotechnologiques (Fickers et al., 2003a, 

2005; Barth 2013; Darvishi Harzevili, 2014a; Gonçalves et al., 2014; Zinjarde 2014a, b; Csutak, 

et al., 2015; Liu et al., 2015; Madzak, 2021). En plus d'être typique pour l'accumulation de 
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lipides, les productions composées aromatiques,  Yarrowia lipolytica est doté d'outils 

génétiques matures et d'un système enzymatique capable de s'adapter à une variété 

d'environnements complexes en particulier des substrats de déchets à haute teneur en huile 

(Guerzoni et al., 2001; Fickers et al., 2005; Beopoulos et al., 2008; Bankar et al., 2009; 

Beopoulos et al., 2009a, 2011; Fickers et al., 2011; Ben Akacha et Gargouri 2015a; Bouchedja 

et al., 2017; Larroude et al., 2018; Yan et al., 2018) 

En Algérie, la production d'huile d'olive est une industrie agricole traditionnelle bien 

connue, ainsi que, les pratiques de l'industrie du déjeuner dans les restaurants de repas rapides 

et les restaurants collectives(résidence  universitaire) qui conduisent également à une 

production excessive de déchets tels que les déchets de différentes huiles de cuisson, en plus , 

les sous-produits  à faible valeur ou coût négatif de produits laitiers telle que    lactoserume. 

Tout ca, peuvent avoir un impact négatif sur nombreux écosystèmes et la santé humaine en 

raison   rejetés dans les environnements terrestres, marins et d'eau douce sans traitement 

préalable des substances indésirables. Par contre, les industries de transformation d’effluant 

sont quasiment inexistantes.  Devant ce constat et afin d’y remédier à cette situation et pour 

mieux valoriser ces produits, il est utile de se pencher sur sa transformation par l’acquisition de 

nouvelles technologies, notamment par l’obtention « forte valeur ajoutée »à base sur des matière 

première bon marché (Papanikolaou et Aggelis 2003; Papanikolaou et al., 2007; Papanikolaou 

et Aggelis 2009; Federici et al., 2009; Ageitos et al., 2011; Papanikolaou et al., 2011; Abad  et 

Turon 2012; Sarris et al., 2013, 2017; Lopes et al., 2018; Sarris et al., 2019; Hamimed et al., 

2020; Zotta et al., 2020; Ferreira et al., 2020; Ali et al., 2021; Fabiszewska et al. 2021, 2022b). 

Compte tenu de sa richesse en huile, ont fait de la biodégradabilité par les levures un critère de 

conception critique en termes de sélection des matières premières et les coûts. L'incorporation 

des ubstrats à valeur faible ou négative dans la formulation de milieux pour la production de 

composés à valeur ajoutée par de Yarrowia lipoilytica pourrait être une approche 

biotechnologique prometteuse pourrait améliorer son économie de production et atteindre la 

durabilité de environnementales et industrielles (Bankar et al., 2009; Economou et al., 2011; 

Carota et al., 2017; Lopes et al., 2018; Tzirita et al., 2018; Baltrėnas et Baltrėnaitė 2020; Marks 

et al., 2020; Caporusso et al., 2021; Fabiszewska et al., 2022b; Cao et al., 2022).  En 

complément, et compte tenu de sa profiles en huile de levures, bioproduits tells que les huileux 

et l'arome microbiennes peuvent remplacer l'huile et flaveurs produits par les plantes et leur 

valorisation pourrait représenter une forte valeur ajoutée sur l’interete d'ecologies et 
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l'économique(Martínez et al., 2015; Soares et al., 2017; Lopes et al., 2018; Liu et al., 2021; 

Fabiszewska et al., 2022b). 

Dans ce contexte, ces travaux ont pour objectif l’étude de l’accumulation des lipides 

intracellulaires et la production d'arôme gamma décalactone   chez de espèce levurienne 

Yarrowia lipolytica.  Il s’agit  de  comprendre  la comportement et performances  de  synthèse  

d'arôme et d’accumulation  de  lipides  chez  la  levure  Yarrowia  lipolytica  (Y.  lipolytica)  

avec  une  approche  systémique  à  différentes   échelles  d’analyse  du  niveau  intracellulaire 

pour les lipides de diffèrent sources de carbone, en particulier,  dans une démarche combinant 

la production  et bio remédiation. Et ainsi que, du niveau extracellulaire pour biotransformation 

de huile ricin comme source de carbone à l'arôme de la biotechnologie microbienne. 

L’enjeu  scientifique  de  ces  travaux  réside,  à  partir  de  la  connaissance  des  travaux  

antérieurs  et  de  la  mise  en  place d’un  procédé  de  culture  adapté (Bouchedja, 2017),  dans  

la étudie  du comportement  de  la  levure  et  de  son  performance  en  condition  de production 

d'arôme et d’accumulation  de  lipides  à  partir  des  substrats  hydrophobes ou hydrophiles . 

En complément, La  transposition  et  l’optimisation  du  procédé  de  culture  en bioréacteurs 

vers  la  souche Y. lipolytica, modèle d’étude privilégié, contribue à élucider le(s) facteur(s) 

influant les  vitesses croissance de levures,  les  rendements  de  la  synthèse  d'arôme et  du  

accumulation des  lipides  sur  déférent des substrats    ou  seul substrat pour production d'arôme 

(huile de ricin). L’utilisation de souches nouvelle de Y.lipolytica permet de dégager des 

hypothèses sur les capacités d’accumulation chez les levures et sur profil cellulaire en acides 

gras, et sélections des matières premières efficaces et pas coûteuses comme  une approches pour 

améliorer l'accumulation des acides gras dans les levures et réduction des coûts de fermentation.
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ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

A. YARROWIA LIPOLYTICA 

A.1. Généralité 

Dans la nature, certains micro-organismes sont capables de produire et d'accumuler de 

grandes quantités de graisse dans les cellules lorsqu'ils sont cultivés dans un milieu contenant 

des oies, des graisses et des alcanes comme source de carbone. Un microorganisme, appelés 

oléagineux, en raison de sa nature de stockage des lipides à l’intracellulaires, il peut atteindre 

plus de 20% (Ratledge 1991, 1993, 1994, 2002, 2004). En général, ces organismes peuvent 

s’autotrophes tels que les algues photosynthétiques et les bactéries bleues ou hétérotrophes  telles 

que les bactéries, les champignons et les levures. Des 600 espèces des levures connues, seul 30 

(5 %) ont été identifiées comme oléagineuses (cryptococcus albidus, Lipolyces lipofera, 

Rhodotorula glutinis, Yarrowia lipolytica..) (Ratledge 2002; Beopoulos et al., 2009a), qu’ont la 

capacité de produire et d'accumuler des lipides des valeurs dépassant 72% de la masse sèche de 

la cellule (Ratledge 1991, 2013; Beopoulos et al. 2009a), sachant  que le profil lipidique a 

entraîné des différences entre les espèces (Ratledge 2004; Beopoulos 2006; Beopoulos et Nicaud 

2012). Les levures oléagineuses présentent des avantages par rapport aux autres micro-

organismes oléagineux en termes modes leur culture et leur productivité, en complements, 

utilisé-la grande variété de substrats comme sources de carbone tels que les substrats osidiques,  

lipidiques ou paraffines ((Barth et Gaillardin 1997; Fickers et al., 2005; Beopoulos et al., 2008, 

2010), ainsi que plusieurs types de sous-produits de faible valeur ou nocifs et les bioconvertir en 

produits à haute valeur ajoutée et en ce qui concerne  leur productivité elle capable de accumulé 

quantités élevée en lipides (c.t.d. des triglycérides (plus de 80% en masse de la matière grasse 

totale), composés d'acides gras Cl6 et Cl8) et d'une petite fraction d'esters de stéryle (SE) 

(Ratledge 1994, 2004). Ces les avantages est plutôt chez Yarrowia lipolytica. Cette levure, 

anciennement appelée Candida lipolytica, Endomycopsis lipolytica ou Saccharomycopsis 

lipolytica, est une levure aérobie. Sachant qu'il est le seul capable de collecter de grandes 

quantités d'acide linoléique, représentant plus de 50% des acides gras accumulés (Beopoulos 

2006; Beopoulos et al. 2009a). En effet, c’est une levure non pathogène, Il a été isolé de divers 

environnements liés à l'alimentation (c.-à-d.le fromage, les saucisses…ect), mais également des 

eaux usées, des sols et des champs de pétrole (Kreger-Van Rij 1984; Guerzoni et al., 1993; 

Sinigaglia et al., 1994; Roostita 1996; Barth et Gaillardin 1997; Gardini et al., 2001; Guerzoni 

et al., 2001; Suzzi et al., 2001; Vasdinyei 2003; Sinigaglia et al., 2010; Bataiche et al., 2014; 
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Zinjarde 2014a). Elle est classée par la Food and Drug Adminis-tration (FDA) comme un 

microorganisme GRAS (generally recognized as safe) (Groenewald et al., 2014). La levure Y. 

lipolytica est considérée comme un organisme modèle très intéressante pour l’étude du 

dégradation de substrats hydrophobes (Fickers et al., 2005; Escamilla-García 2008; Beopoulos 

et al., 2010; Thevenieau et al., 2010; Economou et al., 2011; Fukuda 2013) et du métabolisme 

lipidique chez les eucaryotes (Beopoulos et al., 2009b, 2011; Fukuda 2013; Sarris et al., 2017; 

Lopes et al., 2018), de la biogenèse des peroxysomes (Endrizzi et al., 1996; Eitzen et al., 1996; 

Pagot et al., 1998; Wang et al., 1998; Titorenko et al., 2000; Titorenko et Rachubinski 2000; 

Guo et al., 2003), et pour l’étude de la voie de sécrétion de protéine (Frandsen et al., 2001; Nicaud 

et al., 2002; Madzak et al., 2004; Mansour et al., 2008; Gasmi et al., 2011; Madzak et Beckerich 

2013; Madzak 2015, 2021; Yan et al., 2018; Soudier et al., 2019; Vandermies et Fickers 2019), 

le dimorphisme (Zinjarde et al., 1998, 2008; Bellou et al., 2014; Palande et al., 2014; Bankar et 

al., 2018). Ainsi que pour des applications biotechnologiques dans des procédés de 

biodégradation de composés polluants ou sous-produits de faible valeur ou nocifs (alcanes, 

pétrole) (Zinjarde 2014b; Johnravindar et al., 2018), de biosynthèse acides organiques 

(Papanikolaou et al., 2009)), de production de lipides (Kavadia et al., 2001; Papanikolaou et al., 

2003; Papanikolaou et Aggelis 2003b; Ratledge 2004; Papanikolaou et al., 2006; Beopoulos et 

al., 2008; Papanikolaou et Aggelis 2011a; Kavšček et al., 2015; Rakicka et al., 2015; 

Dobrowolski et al., 2020; Fabiszewska et al., 2022a; Cao et al., 2022),et de production de lipases 

(Fickers et al., 2003b, 2004, 2011b, 2013; Brozzoli et al., 2009; Imandi et al., 2010; Braga et al., 

2012; Moftah et al., 2013; Brígida et al., 2014; Casas-Godoy et al., 2014; Carvalho et al., 2020), 

et de bioconversion (arômes : γ-décalactone) à partir de substrats hydrophobes (Braga et Belo 

2016; Soares et al., 2017). Yarrowia lipolytica a également fait l'objet de nombreuses recherches 

physiologiques, génétiques et métaboliques (Guerzoni et al., 1993; Sinigaglia et al., 1994; Barth 

et Gaillardin 1997; Zinjarde et al., 1998; Larroude et al., 2018; Yan et al., 2018; Cao et al., 2022). 

Mais son utilisation dans des applications environnementales et industrielles (Bankar et al., 2009; 

Coelho et al., 2010; Zinjarde et al., 2014) et utilisations liées à l'alimentation (Adams et Moss 2008; 

Zinjarde 2014b; Ben Akacha et Gargouri 2015b; Sekova et al., 2015; Lopes et al., 2018; 

Małajowicz et al., 2020) est un domaine relativement nouveau qui offre de plus en plus 

d'attention à différents niveaux avec l'augmentation annuelle des besoins en nouvelles graisses 

et  l'arome. Cette section représente un moyen de combiner les connaissances générales de cette 

levure avec l’exposition de divers métabolites d'intérêt dans les traitements environnementaux et 

industriels liés à la production de graisses et d'arômes. Les propriétés qui rendent Y. lipolytica 

adapté sont décrites dans cette section. 
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A.2. Taxonomie 

Yarrowia lipolytica est une levure oléagineuse dont la taxonomie est présentée sur la figure 

1 (van der Walt and von Arx 1980).  Il s’agit d’un champignon  ascomycète qui était classifié 

initialement comme une espèce du genre Candida car aucun stade sexué n’a été observé, et plus 

spécifiquement caractérisée comme Candida lipolytica due à sa capacité d’utiliser des n-

paraffines et des huiles comme seule source de carbone. A la fin des années 1960 par Wickerham 

et al. (1970) il a été déterminé sous la forme parfait C. lipolytica. Il a également été observé que 

cette levure était capable de produire de grandes quantités d'acides organiques lorsqu'ils sont 

cultivés sur ces substrats.  Au début des années 70 suggéré David Yarrow (Yarrow, 1972) un 

nouveau  nom est connu comme le genre « Yarrowia ». En 1980 le nom de l’espèce « lipolytica 

» a été nommé en se basant sur sa capacité à hydrolyser les lipides (Walt et al., 1980), devenir 

connue sous le nom de Yarrowia lipolytica(Barth et Gaillardin 1996, 1997; Nicaud et al., 1998; 

Suzzi et al., 2001; Nicaud, 2012). 

 

Figure 1: Schéma décrivant la taxonomie de Y. lipolityca 

     

A.3.Morphologie 

Malgré ses diverses, pour utilisations des applications biotechnologiques  et aussi  ses 

différences  en termes de génétique, physiologie ou biomoléculaire (Barth et Gaillardin 1996; 

Nicaud et al., 1998; Beopoulos et al., 2009c; Bankar et al., 2009; Fickers et al., 2011b; Barth, 

Espéce:  Yarrowia lipolytica 

Genre: Yarrowia

Famille:  Dispodascaceae

Ordre: Saccharomycétates

Classe: Saccharomycétes

Sous phylium: saccharomycotina

Rhylium : ascomycète

sous regne:  Decaryotes

regne:  Funge

super regne :  Eacaryotes
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2013), la levure Yarrowia lipolytica par rapport les autres levures tels que Saccharomyces 

cerevisiae ou Schzosaccharomyces pombes a particularité de présenter une double forme ((Barth 

et Gaillardin 1997; Nicaud, 2012). Yarrowia lipolytica est un champignon dimorphique de la 

famille des Saccharomycetaceae naturel qui forme des cellules de levure,  selon les conditions 

environnementales, est capable de se développer sous différentes formes soit des cellules de 

levure, soit pseudo-mycélium et mycélium. De plus, les souches de Y. lipolytica présentent 

diverses colonies formes, allant de lisse et brillant à fortement alambiqué et matles qu’st 

déterminée à la fois par les conditions de croissance et le fond génétique des souches(Zinjarde et 

al.,1998; Szabo 1999; Cruz et al., 2000; Ruiz-Herrera et Sentandreu 2002; LobÃ£o et al., 2007; 

Zinjarde et al., 2008; Bellou et al., 2014; Braga et al., 2015a; de Andrade et al., 2017; Try et al., 

2018; Bankar et al., 2018; Małajowicz et al., 2020). Les conditions de croissance (aération, 

sources de carbone et d'azote, pH, concentration en oxygène dissous dans le milieu, etc.) et par 

les caractéristiques génétiques de la souche(Barth et Gaillardin 1997; Szabo 1999; Richard et al., 

2001; Kawasse et al., 2003; Domínguez et al., 2012; Palande et al., 2014; Braga et al., 2015a; 

Timoumi et al., 2017; de Andrade et al., 2017; Bouchedja et al., 2017; Try et al., 2018; Timoumi 

et al., 2018; Bankar et al., 2018; Bouchedja et al., 2018; Pang et al., 2019; Guo et al., 2020) 

 

Figure 2: la morphologie de la levure Y. lipolytica au cours de la croissance : Y. lipolytica a été 

Cultivée dans des flacons contenant du (ABC) glucose (D EF) l'huile d'olive comme seule source 

de carbone et changements dans le DOC. A,d) Cellules individuelles; (b,e) pseudomycelia et 

cellules uniques; (c,f) mycélium véritable et cellules uniques. Conditions de culture : pH 6 ± 0,5; 

température, 28 ± 1 6C; agitation, 50 tr / min (Bellou et al., 2014). 
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A.4.Habitat et Caractérisations physiologie  

Yarrowia lipolytica est une levure aérobie, principalement trouvée dans les sols et les 

effluents (dans des environnements marins et hypersalins) ou certains environnements pollués 

par (pétrole ou des huiles et des eaux résiduelles agro-industrielles) ((Nahabieh et Schmid 1990; 

Beopoulos 2006; Kim 2010; Nicaud 2012; Bataiche et al., 2014; Zinjarde et al., 2014), ainsi que 

on peut également l’isoler d’aliments (p.ex. le fromage, le yaourt, la charcuterie, le shoyu (sauce 

de soja), l’huile d’olive, etc. )(Barth et Gaillardin 1997; Gardini et al., 2001; Guerzoni et al., 

2001; Suzzi et al., 2001; Vasdinyei 2003; Chaillan et al., 2004; Bankar et al., 2009; Mafakher et 

al., 2010; Bataiche et al., 2014; Darvishi Harzevili 2014b), elle est particulièrement adaptée aux 

substrats hydrophobes (Fickers et al., 2005; Escamilla-García 2008; Beopoulos et al., 2010; 

Thevenieau et al., 2010). La levure non conventionnelle Y. lipolytica a été développée en tant 

que outil polyvalent et attrayant pour une grande variété d'applications biotechnologiques(Barth 

2013; Csutak et al., 2015; Sekova et al., 2015). Cette levure a plusieurs propriétés physiologiques 

ayant une signification industrielle par rapport aux levures Saccharomyces et 

Schizosaccharomyces au niveau physiologique, ont un métabolisme aérobie stress. Elle est 

considérée comme un levure mésophile et  non pathogène, croît sous des températures allant de 

10 à 32-34 °C ((Sinigaglia et al., 1994; Barth et Gaillardin 1997; Beopoulos et al., 2010; Bellou 

et al., 2014) mais exceptionnellement jusqu’à 37°C. Pour toutes ces propriétés qui permettent de 

multiples opérations par utilisation  cette levure, notamment pour l'industrie agroalimentaire 

(Bankar et al. 2009; Coelho et al., 2010; Leiva-Candia et al., 2014; Zinjarde 2014b; Madzak 

2021; Cao et al., 2022) et pharmaceutiques  (Aloulou et al., 2007a, b; Madzak 2021), Y. lipolytica 

est un organisme approuvé comme  GRAS (de l’Anglais « Generally Recognized As Safe ») par 

la FDA (« American Food and Drug Administration ») (Groenewald et al., 2014; Liu et al., 

2015). Dans les différents endroits où il vit et ses activités, tout cela indique son métabolisme 

varié et sa capacité à survivre dans des conditions environnementales difficiles. Cette levur a 

attiré l’intérêt industriel de produire plusieurs métabolites (c.t.d. son capacité à qui pousse sur 

une variété de substrats hydrophobes(Fickers et al., 2005; Papanikolaou et al., 2006; Bankar et 

al., 2009; Beopoulos et al., 2010, 2011), comme seule source de carbone tels que les alcanes 

(hexadécane, décane) et les n-paraffines, des lipides tels que les acides gras (acide ricinoléique, 

acide palmitique, acide laurique, acide oléique) et des triglycérides (trinoléine, tripalmitine)) 

comme les lipides(Papanikolaou et al., 2003; Papanikolaou et Aggelis 2003b; Beopoulos et al., 

2009a),les protéines hétérologues (Nicaud et al., 2002; Madzak et al., 2004; Gasmi et al., 2011; 

Madzak et  Beckerich 2013; Madzak, 2015; Soudier et al., 2019)  ou de l’acide citrique(Abou-

Zeid et Khoja 1993; Papanikolaou et al., 2006; Rymowicz et al., 2010; Cavallo et al., 2017). 
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Ainsi que, elle peut utiliser les sucres comme source carbonés tels : le glucose, le galactose 

et le mannitol (Papanikolaou et al. 2006; Yalcin et al. 2009; Moeller et al., 2012; Lazar et al., 

2014), Par contre elle ne peut pas assimiler le saccharose car elle ne possède pas 

d’invertase(Papanikolaou et al., 2007; Lazar et al., 2011). D’autres sources de carbone utilisées 

par Y. lipolytica sont les acides organiques tels que acétate, lactate, propionate, malate, succinate 

ou citrate(Venter et al., 2004; Mansour et al., 2008; Bashir et al., 2019; Do et al., 2019), les 

acides aminés (la méthionine)(Cernat Bondar et al., 2005; Mansour et al., 2008; Fathi et al., 

2019), ainsi que le glycérol(Papanikolaou et Aggelis 2003a; Rymowicz et al., 2010; Dobrowolski 

et al., 2020) et l’éthanol, ce dernier à une concentration inférieure à 3% (Barth et Gaillardin 1997; 

T. et al., 2002; Thliveros et al., 2014). En moyenne, la levure  Y. lipolytica peut accumuler des 

lipides intracellulaire à quantité  40% de son poids sec cellulaire, mais dans des conditions de 

limitation des nutriments, ils peuvent accumuler des lipides à quantité dépassant 70% de leur 

biomasse(Beopoulos et al., 2011; Cao et al., 2022).   Triacylglycérols (TAG), représentée  plus 

de 80% en masse de la matière grasse totale), composés d'acides gras Cl6 et Cl8 et d'une petite 

fraction d'esters de stéryle (SE), appelés collectivement lipides neutres. Ces lipides de stockage 

s'accumulent dans un compartiment spécialisé de la cellule appelé corps lipidique 

(LB)(Beopoulos et al., 2009a, 2011). D'autre part, la teneur en lipides et le profil des LB diffèrent 

selon les espèces, mais la composition en acides gras reste similaire(Saygün et al. 2014; Tzirita 

et al., 2018; Fabiszewska et al., 2022b). On peut cependant reconnaître que les principaux acides 

gras produits par la levure oléagineuse yarrowia lipolytica  sont palmitique (C16: 0), stéarique 

(C18: 0), oléique (C18: 1) et linoléique (C18: 2)(Saygün et al., 2014; Katre et al., 2017; Sarris 

et al., 2019). Il a été suggéré que de telles huiles de levure pourraient être utilisées comme 

matières premières pour la production de biodiesel nécessitant des acides gras en C16-C18(Steen 

et al., 2010; Katre et al., 2012, 2017, 2018; Martínez et al., 2015; Darvishi et al., 2017) ou comm 

huiles fonctionnelles d'alimentation(Lopes et al., 2018; Cao et al., 2022). En complement, Il a la 

capacité de synthétiser des lipides saturées telles que la stéarine et d'obtenir sa production d'acides 

polyinsaturés après manipulation génétique(Beopoulos et al., 2009b; Papanikolaou  et Aggelis 

2011b; Ji et Huang 2019; Gemperlein et al., 2019; Jia et al., 2021; Palyzová et al., 2022)  

 

A.5.Applications de Yarrowia lipolytica  

La levure non conventionnelle Y. lipolytica a été développée en tant que outil polyvalent et 

attrayant vers la production de divers produits d’application biologies et biotechnologiques 

(Markham et Alper 2018; Abdel-Mawgoud et al., 2018; Madzak, 2021). 
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Figure 3 : Applications biotechnologiques de Yarrowia lipolytica 

 

Les principales de ces applications sont la production de protéines(Vandermies and Fickers 

2019), de lipases(Moftah et al., 2013), de lipides (Beopoulos et al. 2009a; Arous et al. 2016) , 

d’arômes(Braga et Belo 2016) et d’acides organiques ((Morgunov et al. 2018a; Carsanba et al. 

2019). Ainsi que pour l’industrielles et environnementales (Bankar et al., 2009; Coelho et al., 

2010; Rymowicz et al., 2010; Rywińska et al., 2013; Ng et al., 2020). Selon les facteurs 

influencer directement le comportement métabolique de la levure (T° d'incubation, pH, source 

de carbone, source d'azote, oligoéléments et l'intensité de l'oxygénation)(Alchihab et al.,2010a; 

Saygün et al., 2014; Braga et al., 2015b; Ferreira et al., 2016; de Andrade et al., 2017; Gorczyca 

et al., 2020; Fabiszewska et al., 2022b), avec possibilité modifiées génétique(Groguenin 2004; 

Braga et al. 2015a; Sagnak et al. 2018; Abdel-Mawgoud et al. 2018; Ji et Huang 2019; Liu et al., 

2019; Pang et al., 2019; Guo et al., 2020; Cao et al., 2022) Les souches Yarrowia lipolytica se 

distingue par sa capacité à produire : 
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A.5.1.Production de protéases 

Les levures sont approprié pour l’expression (pour des raisons de qualité : étant des 

organismes unicellulaires, facilité de manipulation et sa capacité à sécréter naturellement) d'une 

grande variété des protéines complexes et d'enzymes homologues et hétérologues dans le milieu 

de culture,  utilisez-le (comme produit fini et comme catalyseur) dans différentes applications 

dans les domaines de la pharmaceutique, de la chimie, des cosmétiques(l'interféron, l'insuline, 

les antigènes d'interleukines ou de virus), de l'alimentation humaine et animale, et du traitement 

des déchets(les amylases pour l'industrie alimentaire et papetière et les laccases pour le 

blanchiment ou la chymosine pour la fabrication du fromage)(Ogrydziak 1988, 2013; Nicaud et 

al., 2002; Madzak et al., 2004; Yuzbasheva et al., 2011; Gasmi et al., 2011; De Pourcq et al., 

2012; Madzak et Beckerich, 2013; Tavano, 2013; Madzak, 2015; Theerachat et al., 2017, 2019). 

Sachant que, le dégradée des substrats hydrophobes est très efficacement dans Yarrowia 

lipolytica (Fickers et al. 2005; Thevenieau et al. 2010), Ce dernier représente  une usine cellulaire 

prometteuse pour la production de proteines (Nicaud et al. 2002; Madzak et Beckerich 2013; 

Soudier et al. 2019; Vandermies et Fickers 2019).  Vraiment, elle peut produire les enzymes dans 

des conditions d'induction commodes telles que la protéase, la RNase, la phosphatase(Ogrydziak 

1988 ) , la lipase (Hadeball 1991; Fickers et al. 2003b, 2011b), avec un rendement élevé((1–2 g 

l -1) de protéase extracellulaire alcaline (AEP) (Plus de 99% de l'activité AEP se situe dans le 

milieu extracellulaire et moins de 1% est associé à l'enveloppe cellulaire) (Young et al. 1996; 

Ogrydziak 2013), pour des applications industrielles (Madzak et al. 2004), De plus, elle est 

représente une alternative reconnue, pour potentiel la production de protéines hétérologues telles 

que la laccase (EC 1.10.3.2) (Madzak et al. 2004; Theerachat et al. 2017, 2019; Darvishi et al. 

2017)  et l'époxyde hydrolase (Thevenieau et al. 2007),  et chacune dans des conditions 

spécifiques (Thevenieau et al. 2007, 2010; Domínguez et al. 2010; Madzak and Beckerich 2013). 

Divers promoteurs,  ont été développés au fil des ans (Madzak et al. 2004). Les plus couramment 

utilisés de nos jours sont hp4d et POX2 et aussi le promoteur ICL1. ces séquences d'activation 

(ou dérivé) du promoteur du gène de la protéase alcaline de 4 copies et du gène codant pour 

l'acyl-CoA oxydase et aussi du gène de l'isocitrate lyase, respectivement (Madzak et al. 2004), 

plus détaillée pour ces promoteurs ont été publiés (Förster et al. 2007). Yarrowia lipolytica 

sécrète des protéases alcalines(AEP) et acides (AXP) qui codée par les gènes XPR2 et AXP1 

respectivement, ont été séquencées pour plusieurs souches (Ogrydziak 2013), dont la sécrétion 

dépend du pH du milieu de croissance ((Barth and Gaillardin 1996; Young et al. 1996; Madzak 

et al. 2004; Barth 2013). Ainsi que dépend la quantité de carbone, d’azote, de sulfure qu’est 

également contrôlée par sa privation dans le milieu de culture (Darvishi Harzevili 2014). Les 
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deux protéases (AEP, AXP) sont également induites à la fin de la phase exponentielle sur des 

milieux complexes contenant des protéines (Madzak et al. 2004). Les conditions d’induction de 

les deux sont similaires à l’exception du pH (Young et al. 1996). Les premiers éléments utilisés 

au début de la production hétérologue à Y. lipolytica voir (Madzak and Beckerich 2013; Darvishi 

Harzevili 2014). 

A.5.2. Production de lipases 

Les lipases sont définies comme (triacylglycérol acylhydrolase E.C. 3.1.1.3), et ces sont 

les enzymes les plus importantes qui catalysent de nombreuses réactions  tels que hydrolyses 

partielle ou complète des triacylglycérols. ainsi que, inversement, réactions d'estérification, 

interestérification et transestérification de lipides (Hadeball 1991; Fickers et al. 2011, 2013; 

Brígida et al. 2014). Par conséquent leur entrant dans diverses industries,  y compris  l'application 

de la transformation des composés hydrophobes (les synthèses organiques de spécialité, la 

résolution des mélanges racémiques et les analyses chimiques), en particulier dans la 

biotechnologie des graisses et des huiles (l'hydrolyse des graisses et des huiles, la modification 

des graisses, l'amélioration du goût dans la transformation des aliments ((Hadeball 1991; Sharma 

et al. 2001; De Pourcq et al. 2012). Ces applications sont plutôt pour les lipases microbiennes  

(levure  Y. lipolytica) étant l'outil le plus polyvalent(produire des lipases extracellulaires, 

intracellulaires et liées à la membrane) (Hadeball 1991; Corzo and Revah 1999; Fickers et al. 

2004, 2011; Papanikolaou et al. 2007; Salihu et al. 2012; Fraga et al. 2018; Domínguez et al.,  

2003). Yarrowia lipolytica est très efficace  pour  dégradée les substrats  (c.t.d.  synthèse et  

élimination efficaces des enzymes protéolytiques et dégradant les lipides), qui dépendent de son 

utilisation comme source de carbone pour la synthèse des lipases par des rendements plus élevés 

(Yadav et al. 2011, 2020), Contrairement au glucose, il semble inhiber la production de lipase 

(Corzo et Revah 1999; Fickers et al. 2003, 2004; Beopoulos et al. 2009). En général, concernant 

l'effet de la productivité et l’activité des lipases (affectées par les gènes de codage génétique et 

divers facteurs environnementaux (Lopes et al. 2007, 2009; Brígida et al. 2014b; Zhou et al. 

2019).  Parmi 16 paralogues de gènes codant pour la lipase chez yarrowia lipolytica, dont 

seulement trois isoenzymes(Lip2p, Lip7p et Lip8p) sont connu(c.t.d.  Ont été partiellement 

caractérisées), les enzymes intracellulaires (Lip1p, Lip3p et Lip6) et une Lip2p est extracellulaire 

(Pignède et al. 2000; Fickers et al. 2004). De plus, Il existe deux lipases, Lip7p et Lip8p, sont 

des enzymes liées aux cellules qui sont très stables sous pH les variations (et T°) (Fickers et al. 

2011). principalement, et en raison de leurs applications potentielles la levure Y. lipolytica a la 

capacéte de synthétisée la lipase Lip2 ( responsable de toute l'activité de lipase extracellulaire de 
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la souche Y.lipolytica )((Pignède et al. 2000; Fickers et al. 2003b; Aloulou et al. 2007a; Bordes 

et al. 2010) qu'il est trés interessant  dans diverses applications biotechnologiques (il peut être 

utilisé sous leur forme libre ou immobilisée) ((Sharma et al. 2001; Imandi et al. 2010; Fickers et 

al. 2011b; Salihu et al. 2012; Pereira de Andrade et al. 2017; Fraga et al. 2018). L'intérêt récent 

pour la la production de lipases est associée à leurs applications dans : (1) La bioconversion des 

résidus agricoles(en tant que matière première renouvelable abondante et peu coûteusepour 

produire des produits à valeur ajoutée),  plus précisément traitement des eaux usées huileuses ou 

de déchets solide (p.e. OMW; POME; WCO à réduction de la DCO et/ou DBO polyphenol et 

aussi déchets de mangue (pelure, tégument et noyau) et PKC ,  ; par  décomposition et élimination 

des substances huile uses)(Scioli and Vollaro 1997; Lopes et al. 2009; Gonçalves et al. 2009; 

Mafakher et al. 2010; Moftah et al. 2013; Yan et al. 2018), (2) La synthèse de médicaments ou 

la thérapeutique humaine (Fickers et al. 2003b; Guieysse et al. 2004; Liu et al. 2015). (3) les 

industries alimentaires et cosmétiques, ainsi que pour nettoyants et transformation du cuir ( 

(Sharma et al. 2001; Salihu et al. 2012; Fraga et al. 2018), de plus,  la lipase Y. lipolytica peut 

également être utilisé dans le domaine de la bioénergie (pour la production de biocarburants) et 

dans la biodégradation des plastiques (PHA ; PCL) (Sharma et al. 2001; Meng et al. 2009). Plus 

récemment, Note que la stabilité thermique limitée de Y. lipolytica lipase 2 (Lip2) entrave son 

application industrielle(Li et al. 2019). Pour améliorer sa sensibilité à la chaleur, diverses liaisons 

disulfures simples qui avaient été précédemment identifiées ont été collectées et combinées Li et 

al. (2019) qu'il a montrez a indiqué dans ses résultats une augmentation de l'endurance thermique 

qui offre un plus grand potentiel d'application industrielle.  

A.5.3.Production de lactones 

Avec augmentation la demande d’arômes et d’additifs alimentaires et et les défauts de leur 

synthèse chimique (dont le principal problème de utiliser des moyens chimiques est l’obtention 

sélective de molécules chirales,  car elle suspecte des effets toxiques ou nuisibles pour la santé) 

Ainsi que l’intérêt de consommer des produits dits naturels a augmenté considérablement 

(Alchihab et al., 2010b). Il a été observé que la production d'odeurs à l'aide de micro-

organismes(yarrowia lipolytica) est un domaine relativement nouveau ainsi qu'une méthode 

alternative d'extraction des plantes ou de synthèse chimique (qui n'est plus efficace et 

satisfaisante pour répondre à la demande croissante pour diverses industries) parce que les 

composés aromatiques qu'ils produisent sont  "identifié naturels", ce qui explique le grand intérêt 

pour leur production en biotechnologie(Braga et Belo 2016). L’organisme le mieux adapté à la 

production ce l’arômes(γ-décalactone) est la levur Y. lipolytica ((Waché et al. 2003; Schrader et 
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al. 2004; Braga et al. 2012),   à partir d'acide ricinoléique et d'huile de ricin ((Pagot et al. 1998; 

Aguedo et al. 2004; Moradi et al. 2013, 2016), à rendement élevées (Waché et al. 2003), avec 

une consommation qui s’élève à quelques centaines de tonnes par an ((Schrader et al. 2004). Les 

molécules (γ-décalactone) possède un arôme fruité et huileux utilisé dans la formulation 

d’arômes de fruits comme la fraise, l’abricot ou la pêche qui a été approuvée comme additif 

alimentaire par la FDA (Braga et Belo 2016). Par contre, elle est utilisée aussi  dans des produits 

fermentés comme le Whisky (Romero-Guido et al. 2011a), ainsi que Son effet positif sur les 

propriétés volatiles et sensorielles des saucisses fermentées séchées, dans développement des 

arômes des fromages Cantalet (petit Cantal) ou dan des fromages de type Feta fabriqués à partir 

de lait de vache (Braga et Belo 2016). L'acide ricinoléique est un acide gras hydroxylé (C18) et, 

sous sa forme estérifiée, est le constituant principal de l'huile de ricin. Cet acide gras est le 

précurseur de  γ -décalactone qu'est aprés les etapes de biotransformation  par la β-oxydation 

jusqu’à la production de l’acide 4-hydroxydécanoïque (C10), qui se lactonise tout de suite pour 

donner la γ-décalactone)(Groguenin 2004; Coelho et al. 2010; Gonçalves et al. 2014). Pour 

augmenter la disponibilité de l'acide ricinoléique dans les cellules, l'huile de ricin peut être 

hydrolysée par des lipases (Braga et al. 2012; Gomes et al. 2013), générant des esters tels que le 

ricinoléate de méthyle (Coelho et al. 2010). Le procédé sera décrit en détail dans le chapitre 4 

(Production de γ-décalactone par Yarrowia lipolytica). 

A5.4.Production d’acide citrique 

Les acides organiques sont extrêmement utiles comme matières premières pour l'industrie 

chimique, Cela est dû à son groupe fonctionnel. En règle générale, les acides organiques ayant 

des applications potentielles peuvent être produits par différents microorganismes (est une 

approche prometteuse pour obtenir des produits chimiques de base à partir de sources de carbone 

renouvelables) ((Kamzolova et al. 2015; Liu et al. 2015; Morgunov et al. 2018a). Parmi les 

micro-organismes les plus modernes,  la levure Y. lipolytica qu'as capacité de produire et de 

sécréter une grande variété d'acides organiques(sous une limitation nutritionnelle) ((Abou-Zeid 

et Khoja 1993; Papanikolaou et al. 2009) tells que l'acide citrique (C6H8O7.H2O, 2-hydroxy-

1.2.3-propanetricarboxylic acid)( (Venter et al. 2004; Morgunov et al. 2018a), ainsi que l'acide 

isocitrique ((T. et al. 2002; Rzechonek et al. 2019; Kamzolova et al. 2020), l'acide α-

cétoglutarique(Guo et al. 2003; Yu et al. 2011) et l'acide pyruvique ((Morgunov et al. 2018; 

Cybulski et al. 2019),  succinique (Yuzbasheva et al. 2011; Li et al. 2018, 2021). ainsi qu'il a été 

généralement reconnues comme organisme prometteur sûres (GRAS) pour production d'acide 

citrique (Rymowicz et al. 2010). Cependant, le principal défaut de la levure est sa production 
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(+ICA: sous-produit indésirable) (Timoumi et al. 2018a). L'acide citrique (C6H8O7) est un 

intermédiaire du cycle de l'acide tricarboxylique (TCA) pendant le métabolisme aérobie (comme 

1rém source de carbone pour la synthèse AG et participe à la régulation du métabolisme du glucose 

des cellules microbiennes) (Morgunov et al. 2018; Timoumi et al. 2018). En raison de ses 

caractéristiques (a)biochimiques spéciales biodégradables et son goût acide agréable, 

tamponnantes et chélatantes), (b)écologiques(non toxiques classé comme GRAS), 

(c)économique (sa produira de résidus agro-industriels ) polyvalent (Soccol et al., 2006 ; Apelblat 

2014),  il s'agit d'un produit de valeur commerciale et industriel biotechnologique important avec 

la plus grande croissance du marché au monde(dépassant 2millions t par an), de leur 90% est 

produit par fermentation avec des micro-organismes(Singh Dhillon et al. 2011; Ciriminna et al. 

2017; Soong et al. 2019), le plus couramment utilisé dans  les industries des boissons et des 

aliments (70%) comme agent additifs important(aromatisant et stockage temporaire et les 

antioxydants, émulsifiant, texturisant et stabilisant), pharmaceutiques(Médicaments,   

cosmétiques, articles de toilette )(12%) et et autres 18% (Soccol et al. 2006; Ciriminna et al. 

2017). L'intérêt accru pour Y. lipolytica comme un producteur prometteur d'acide citrique pour 

divers  les industries est expliqué en raison de sa capacité  infinie(Papanikolaou and Aggelis 

2002; Rymowicz et al. 2009; Kamzolova et al. 2015; Cavallo et al. 2017; Morgunov et al. 2018a) 

avec la possibilité modifier génétique pour optimisation sa productivité(CA)(Rymowicz et al. 

2009; Rzechonek et al. 2019), Sans oublier que taux sa production est fortement affecté par les 

conditions de culture ( des sources de carbone et la disponibilité en oxygène.. ect)(Rywińska et 

al. 2011; Tomaszewska et al. 2014; Ferreira et al. 2016; Arslan et al. 2016; Timoumi et al. 2018a). 

D'un autre côté, dans ses récents rapports en ce qui concerne  des sources de carbone montré que 

le glycérol brut,  de l'éthanol, des déchets agricoles sont des substrat approprié(nutritif à faible 

coût) pour la production d'acides organiques(CA) à quantitée élevée avec des souche y. lipolytica 

(Papanikolaou et al. 2009; Rywińska et al. 2011; Sarris et al. 2011; Egermeier et al. 2017, 2019; 

Cavallo et al. 2017), ainsi que de lactosérum (Taskin et al. 2015). 

A5.5.Production d’huiles  

La production commerciale des huiles a commencé à partir de micro-organismes au cours 

des deux ou trois dernières décennies. actuellement, appelées lipides microbiens, sont produites 

pour répondre aux demandes de deux branches très différentes de l'industrie huiles(Papanikolaou 

and Aggelis 2011b): Les huiles unicellulaires (SCO) pour la consommation humaine avec des 

applications potentielles en raison de leurs compositions similaires aux huiles et graisses 

végétales (Alternatives reconnues (GRAS))(Liu et al. 2015). Ainsi que, les huiles pour 
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biocarburants (SCOs), dont le concept principal est la possibilité de le produire (AG) à un prix 

suffisamment bas pour être utilisé comme biocarburant (Esters d'acide gras)(Bialy et al. 2011; 

Ratledge 2013). C’est-à-dire, Les coûts du substrat par rapport des coûts des produits, utilisez-le 

substrats les moins chères (par ex : acide acétique,  éthanol, mannitol, , 1,3-propanediol, 2,3-

butanediol etc..) (Rupčić et al. 1996; Papanikolaou and Aggelis 2002, 2003b, 2011b; 

Papanikolaou et al. 2003; Sarris et al. 2011; Lazar et al. 2014; Munch et al. 2015; Rakicka et al. 

2015), par ex glycérine «brute» (Papanikolaou et al. 2003; Papanikolaou et  Aggelis 2011a). Par 

conséquent, SCO a un grand potentiel pour être utilisé en tant que de biodiesel ((Katre et al. 

2018). Parmi les levures oléagineuses Y. lipolytica qui devient une plateforme acceptée pour la 

production de biodiesel (soit par sa production divers types de lipases comme biocatalyseur pour 

la bioconversion d'huiles, soit d'accumuler une grande quantité de lipides à quantité dépassant 

20% de leur biomasse) (Coelho et al. 2010; Bialy et al. 2011; Darvishi et al. 2017). Ainsi que, il 

est une des espèces les plus prometteuses pour l'utilisation de matières lignocellulosiques(les 

déchets des industries du bois, du papier et de l'agriculture)(Poli et al. 2013, 2014), cette levure 

en règle générale sont capable de utilisant une grande variété de substrats et /ou stratégies(soit en 

optimisant les conditions de culture, soit par modification génétique)pour produire et accumuler 

des lipides (en moyenne 40% P.S) (Al Mualad et al. 2022), qui peut atteindre 36% de la biomasse 

cellulaire sèche (Ratledge 2002, 2013), 43 % (Papanikolaou et al. 2009), (58,5%) (Tsigie et al. 

2011),  35% (Katre et al. 2017),  selon des conditions de limitation des nutriments, ils peuvent  

dépassant 70% de leur biomasse (Coelho et al. 2010; Tzirita et al. 2018a; Marks et al. 2020). Le 

profile de acides gras produits par la levure oléagineuse Y. lipolytica  sont palmitique (C16: 0= 

11 %), stéarique (C18: 0= 28 %), linoléique (C18: 2= 51 %) (Beopoulos et al. 2009c; 

Papanikolaou and Aggelis 2011; Dobrowolski et al. 2016, 2019, 2020; Katre et al. 2017). Les 

lipides peuvent s'accumuler par deux voies différentes (ex novo et de novo)(Bouchedja et al. 

2017), détaillée à chapitre 3 accumulation lipidique. 

 

A.5.6.Autres application 

 Bioremédiation(Bankar et al. 2009) : utilise biotechnologie de yarrowia lipolytica pour 

l'élimination des pollutions de l’environnement et l’ajoute valeur des dechets 

 Dans diverses industries en croissance(Cescut 2009). Parmi les micro-organismes les plus 

importants, Y. lipolytica, a été étudié dans de nombreuses recherches comme dans 

l'industrie alimentaire en raison de leurs caractéristiques particulières et son rôle dans la 

production et la fabrication de produits laitiers (fromage et yaourt) (Tvan den Tempe et 
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Jakobsen 2000 ; Lanciotti et al., 2005)), ainsi que de produits viande (Carreira et al., 2001, 

2002) .Sachant que la levure y.lipolytica dans des conditions anaérobies ne peut pas 

survivre, contrairement à Kluyveromyces marxianus.  Nouvellement,  Ferriera et Viljoen 

(2003) ont proposé d’ajouter Y. lipolytica à Debaryomyces hansenii pour la production de 

fromage cheddar affiné.  Le choix de la souche être très importante pour applications 

l’industrie agroalimentaire. Discuter Guerzoni et al. (2001),  la volatilité de l'activité 

lipolytique des souches de Y.lipolytica, la réponse aux changements des variables physico-

chimiques (telles que le pH, le NaCl et la teneur en lipides). Les différences d'activité de 

lipase et de protéase d'une souche à l'autre rendent importante le choix de la souche Y. 

lipolytica l'utileser(Guerzoni et al. 1993; Suzzi et al. 2001) . Les souches testées d'origine 

environnementale différente ont montré différents modèles d'acides gras libres libérés. les 

propriétés physico-chimiques du système entraînaient des différences marquées dans 

l'activité de lipolyse avec des changements dans les acides gras individuels libérés. En ce 

qui concerne à l’industrie agroalimentaire, utiliser des souches de Y.lipolytica dan le 

développement des arômes, montré Lucci et al. (2007)   dans Partie deux de Évaluation de 

les effets de qualque souches de Y. lipolytica sur la qualité sensorielle dans la fabrication 

de saucisses fermentées séchées afin de comprendre leurs effets sur le profil volatil, un 

effet positif dans les profils volatils et propriétés sensorielles des saucisses séchées 

fermentées. ainsi que dans développement des arômes des fromages Cantalet (petit Cantal) 

(De Freitas et al. 2009) ou dan des fromages de type Feta fabriqués à partir de lait de vache 

(Bintsis et Robinson, 2004). En générale,  Le métabolisme du lipide joue un rôle important 

dans le développement des arômes des fromages (du fait de la libération d’acides gras), 

mais aussi de méthylcétones, d’alcools, de lactones et d’esters à chaînes courtes et 

moyennes (Lenoir et al., 1985 ; Wyder et Puhan, 1999 ; Guerzoni et al., 1993 ; Fickers et 

al., 2005). Les réactions de transamination des acides aminés permettent de produire des 

α-cétoacides, qui eux-mêmes subissent par la suite plusieurs réactions pour former des 

composés qui contribuent également au développement de l’arôme des fromages (Najjar, 

2010). 

  Les polyalcools, en raison de leurs caractéristiques particulières, ont des applications 

potentielles. Récemment, en utilisant Y. lipolytica, des polyalcools tels que l'érythritol 

(Tomaszewska et al. 2014; Liu et al. 2015, 2017, 2019, 2021; Guo et al. 2020) pourraient 

également être produits au cours du processus de fermentation ainsi que mannitol (André 

et al., 2009). En utilisant Y. lipolytica, l'érythritol peut être synthétisé naturellement par la 

voie du pentose phosphate lorsque cette levure se développe sur le glucose en tant que 
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source de carbone(Rywińska et al. 2013 ; Ghezelbash et al., 2014). Parmi les groupes de 

recherche, le groupe Rymowicz a beaucoup progressé dans la production de polyalcool à 

partir de Y. lipolytica  (Rymowicz et al. 2009, 2010; Rywińska et al. 2011; Liu et al. 2015; 

Rakicka et al. 2015; Janek et al. 2020). 
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B.LIPIDES 

B.1.Définition générale  

Outre les protides, les glucides et les acides nucléiques, les lipides sont l'un des quatre 

piliers de base des biomolécules, où elles forment aussi la troisième grande classe de nutriments 

après les glucides et les protéines. Il comprend la plupart des composés hydrophobes présents 

dans le monde vivant dans les micro-organismes, les plantes supérieures et les animaux. 

Contrairement aux glucides, les lipides constituent une groupe  chimiquement très hétérogène 

de composés, c.à.d. des substances hydrocarbonées sont portant des fonctionnalités très 

différentes,   malgré leurs structure sont très différentes, elles peuvent s'unir en raison de leur 

propriétés communes  à insolubles dans l'eau et solubles dans les solvants organiques apolaires 

comme le benzène, le chloroforme et l’éther. Cependant, ces critères de solubilité ne sont pas 

absolus, c.à.d. et en une gamme plus large, peuvent être presque aussi solubles dans l'eau que 

dans les solvants organiques. Par conséquent, mis à part le concept général du terme lipide, il 

n'a pas de définition largement acceptée par la communauté scientifique, comme ces molécules 

complexes sont également appelées amphipolaires (phospholipides, les glycolipides) c’est-.à-

dire à la fois hydrophobe et hydrophile, s’ils groupements polaires et non polaires, cela 

(amphipolarité) permet aux lipides membranaires de s’organiser spontanément en milieu 

aqueux(Gurr and James 1980; Fahy et al. 2005, 2009, 2011; Beopoulos 2006; Christie and Han 

2010; Quentin et al. 2015). 

Les lipides sont principalement constitués de carbone, d’hydrogène et d’oxygène dits 

lipides simple ou que ce dernière est liés au des molécules de sucre, d'acides aminés ou des 

radicaux contenant du phosphore ou du soufre dits lipides complexes, dont ces des molécules 

organiques ont une densité inférieure à celle de l'eau. Cela signifie d’au moins un acide gras à 

chaîne moyenne, longue ou très longue est présent dans la molécule (Fahy et al., 2005; Touitou 

2005).D’un point de vue biologique, les lipides se trouvent biologiquement dans tous les types 

de cellules, et  peuvent former des structures lamellaires ou micellaires, constituants des 

membranes biologiques (les phospholipides, les glycolipides et stérols) et des particules 

lipidiques, c.à.d. Impliqués dans des processus vitaux tels que la signalisation et le métabolisme 

(hormones, stéroïdes, médiateurs extracellulaires et messagers intracellulaires, vitamines 

liposolubles...). Ils sont aussi, bien sûr, des éléments de réserve de l’énergie sous forme de 

graisses ou d’huiles à long terme des organismes, Chez les microorganismes oléagineux des 

lipides stockées représentent plus que 20% de la masse sèche de la cellule(Gurr and James 

1980; Ratledge 1993, 2013; Gunstone 1996; Sorger and Daum 2003; Eyster 2007; Daum et al. 

2007; Nolan et al. 2014; Quentin et al. 2015). 
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B.2.Classification des lipides  

Du fait de la grande diversité des lipides et de la difficulté à adopter une définition 

universelle, Il n’existe pas une seule classification des lipides mais plusieurs classifications 

peuvent être rencontrées,  elles peuvent être relatives à leur polarité (solubilité dans l’eau), à 

leur structure ou encore à leur nature chimique (Bouchedja, 2017). 

B.2.1.En fonction de leur polarité. 

En se basant sur leurs propriétés physico-chimiques en présence d’eau, les lipides sont 

classés en deux groupes « polaires » ou « apolaires » (Bouchedja, 2017). 

a)Lipides apolaires  

     Les lipides apolaires sont totalement insolubles dans l’eau et ne s’étalent pas pour 

former des couches monomoléculaires stables à la surface de l’eau. On trouve dans cette 

catégorie les hydrocarbures, en particulier ceux à chaînes ramifiées ou insaturées ainsi que les 

composés terpéniques (comme par exemple le carotène, le limonène ou encore le squalène). 

b)Lipides polaires  

Les lipides polaires s’étalent à la surface de l’eau et forment des couches 

monomoléculaires. 

Small a subdivisé ce groupe en trois classes (Bouchedja, 2017) : 

 Lipides de classe I 

        Il s’agit des lipides qui forment des films monomoléculaires stables à l’interface 

eau/air, mais ne présentent pas de phénomène de gonflement « swelling » (triglycérides, 

diglycérides, phytols, rétinols, vitamines A, K, et E, les cires et les stérols). Parce qu’ils ne sont 

pas chargés électriquement, les glycérides ainsi que le cholestérol et ses esters sont appelés 

lipides neutres. 

 Lipides de classe II  

      Ce sont les lipides qui forment des films monomoléculaires stables à l’interface 

eau/air mais qui s’hydratent et gonflent pour former des phases lyotrophes (cristallines liquides) 

bien définies (phospholipides, monoglycérides, acides gras). Ils peuvent former des bicouches 

lipidiques closes, sphériques concentriques séparées les unes des autres par des couches d’eau, 

appelées liposomes. Ces liposomes sont visibles au microscope électronique (Bangham et 

Horne, 1964 et Najjar, 2010 ; Bouchedja, 2017). 

 Lipides de classe III 

      Il s’agit des lipides polaires qui sont partiellement solubles dans l’eau et qui forment 

des films monomoléculaires instables à l’interface air/eau en équilibre avec des molécules à 
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l’état monomérique dans la phase aqueuse. Lorsque leur concentration dépasse la concentration 

micellaire critique (CMC), ils s’organisent de manière à minimiser le contact entre leurs parties 

apolaires et le milieu aqueux, formant des micelles. On trouve dans cette catégorie les 

détergents cationiques, anioniques, non ioniques, ainsi que les lysophospholipides, les acides 

gras ionisés et les sels biliaires (Bouchedja, 2017). 

B.2.2.En fonction de leur structure 

Une autre classification des lipides basée sur leurs structures divise les lipides en lipides 

simples, complexes (Weil et al., 1990). La distinction entre les lipides : 

 Les lipides simples dont l’hydrolyse livre un alcool et un ou plusieurs acides gras . Ils 

donnent (les acylglycérols, les éthers de glycérols, les stérols, les esters de stérols et les 

esters de cire).  

 Les lipides complexes dont l’hydrolyse libère non seulement un alcool et des acides gras 

mais en entre de l’acide phosphorique, des ose, etc.  Où Ils donnent trois produits 

(phospholipides, glycolipides, et sphingolipides) ou plus quand ils sont hydrolysés. 

B.2.3.En fonction de leur nature chimique 

Une classification plus récente des lipides basée sur leurs natures chimiques a été proposé 

parle groupe d’Edward Dennis. «lipide» composés organiques insolubles dans l’eau mais 

solubles dans les solvants organiques(Fahy et al. 2011). Ces caractéristiques chimiques sont 

présentes chez une large gamme de molécules telles que les acides gras, les phospholipides, les 

stérols, les sphingolipides, Terpènes et autres. Compte tenu que les lipides soient extrêmement 

hétérogènes, il n'est pas surprenant qu'il existe des différences importantes des Schémas de 

classification. Ainsi, si certaines sources telles que la Lipid Library(LL) et Cyberlipids(CL) 

répartissent les lipides en groupes «simples : » et «complexes» , d'autres comme la base de 

données japonaise LipidBank définit un troisième groupe majeur appelé lipides "dérivés" 

(alcools et Acides gras dérivés de l'hydrolyse des lipides simples). En 2005, le Comité 

international de classification et de nomenclature des lipides à l’initiative de la LIPID MAPS 

Consortium a élaboré et établi un système de classification complet Pour les lipides basés sur 

des propriétés chimiques et biochimiques bien définis et en utilisant un cadre Conçu pour être 

extensible, flexible, évolutif et compatible avec la technologie informatique moderne (Fahy et 

al., 2011). Cette classification basée sur leurs natures chimiques a été proposé par le groupe 

d’Edward Dennis(Fahy et al. 2005, 2009, 2011), en huit catégories. chaque catégorie est divisée 

en classes puis sous-classes(Fahy et al. 2011).  Ainsi, les lipides sont répertoriés dans la banque 

de données LIPID MAPS (http://www.lipidmaps.org) : les acides gras (FA), les glycérolipides 
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(GL), les glycérophospholipides (GP), les sphingolipides (SP), les stéroïdes (ST), les prénoïdes 

(PR) les saccharolipides (SL) et les polyketides (PK). Les objectifs des LIPID MAPS sont de 

caractériser les lipides connus et d'en identifier de nouveaux, de quantifier les changements 

temporels et spatiaux des lipides liés au métabolisme cellulaire et de développer des approches 

bioinformatiques établissant des réseaux de lipides dynamiques ; la Lipid Bank (Japon) a pour 

objectif d'annoter et de gérer les structures lipidiques et la littérature qui leur est associée; et les 

objectifs de l’Initiative européenne en lipidomique sont de coordonner et d’organiser des 

interactions scientifiques et des ateliers associés à la recherche sur les lipides  (Bouchedja, 

2017). 

B.3. Lipides levuriens  

Les lipides produits par les micro-organismes (levures, bactéries….) sont appelés lipides 

microbiens ou huiles unicellulaires (SCO), dont ses molécules constituées principalement de 

carbone, d’hydrogène et d’oxygène mais peuvent aussi contenir du phosphore, du soufre et de 

l’azote (papanikolaou 1996 ; Ochoa, 2012 ; Ochsenreitheri et al., 2016 ; Qin et al., 2017 ).  

 

Les lipides pour la cellule levurienne comprennent : 

 Lipides intracellulaires : ils sont comprennent les lipides neutres (TAG et esters 

stéryliques) et non neutres lipides (acides gras libres (AGF), glycolipides et 

phospholipides). En général, les premiers, Ils sont une réserve énergétique mobilisable, 

dont Les triacylglycérols sont la forme principale de stockage des lipides chez les levures 

oléagineuses et en représentent 90%. Ils ont une valeur énergétique élevée d’environ 39 

kJ/g (9 kcal/g) dit réserves caloriques. Ainsi que, ils sont comme réserves d'acides gras et 

de composants stérols pour la biogenèse membranaire. tandis que les seconds remplissent 

des fonctions physiologiques particulières. Chez les micro-organismes (levures 

oléagineux), Environ 95% des lipides intracellulaires de Y. lipolytica sont stockés dans 

des corps lipidiques (LB) sous forme de TAG (Figure 4.A). En fait, Les lipides levuriens 

sont composés d’acides gras dont 80% sont des acides gras à chaîne carbonée de longueur 

de 16 et 18 carbones et principalement monoinsaturés. Les autres restants sont très peu 

rencontrés (à longueur de chaine de 14 et 26 carbones). Dans la plupart des cas, les lipides 

microbiens présentent des similitudes de composition avec les huiles végétales courantes 

(par exemple huile de colza)(Ratledge 1994; Sorger and Daum 2003; Beopoulos 2006; 

Tehlivets et al. 2007; Fahy et al. 2009; Darvishi et al. 2017; Kumar et al. 2018; Casares 

et al. 2019; Wang et al. 2020). 



ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

23 
 

Le vaste domaine accumulation des lipides est couvert dans le chapitre 03. 

 lipides membranaire : ils sont présents dans les membranes sous la forme d'ensembles, 

environ 30 à 50 % de la masse membranaire (glycolipides, phospholipides et stéroles), ces 

molécules complexes sont également appelées amphipolaires (comprenant à la fois une 

partie hydrophobe et une partie hydrophile (Figure 4B)), dont cette amphipolarité permet 

aux lipides membranaires de s’organiser spontanément en milieu aqueux. Par leur 

organisation, ils constituent diverses structures dans la cellule et ils forment une matrice 

continue dans laquelle vont s’insérer d’autres composants chimiques, c.à.d. servent comme 

barrière entre l’intérieur de la cellule et son environnement extérieur, ainsi comme barrière 

entre le lumen des organelles et le cytosol grâce à son caractère hydrophobe et modulent le 

transport des acides aminés. Du plus, ils abritent des protéines qui catalysent certaines 

réactions des voies métaboliques ou de régulation (signalisation). les lipides ont ainsi un 

rôle clé dans le maintien de l’homéostasie de la cellule (processus de nutrition, et de 

sécrétion de la cellule, c.à.d. les échanges bidirectionnels) et  la reproduction biologique et 

la division cellulaire (bourgeonnement, de tubulation, de fission et de fusion)(Bloom et al. 

1991; Fenske et al. 1995; Daum et al. 1998, 2007; Sorger and Daum 2003; Eyster 2007; 

Mitchell et al. 2007; van Meer et al. 2008; Shevchenko and Simons 2010; Grillitsch and 

Daum 2011; Slotte 2013; Holthuis and Menon 2014; Dowhan et al. 2016; Gould 2018; 

Ernst et al. 2018; Casares et al. 2019).  

 

Figure 4: Les lipides pour la cellule levurienne. A) Accumulation de lipides 

intracellulaires dans une cellule de Y. lipolytica (Katre et al. 2012) ; B) Lipides 

membranaires et Fonction structurale chez une cellule levurienne.(Ochoa 2012, modifie). 

B.3.1.Principaux lipides biologiques 

D’un point de vue biologique, les lipides comme mentionné précédemment se trouvent 

biologiquement dans tous les types de cellules, et caractérisée par la présence dans la molécule 

d'au moins un acide gras. Les principaux lipides biologiques sont dans les sections suivantes. 
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B.3.1.1.Acides gras 

Les acides gras sont molécules trouve en petites quantités sous forme libre, mais en plus 

grands quantité engagés dans de liaison ester(ou parfois amide) où ils sont les lipides les plus 

simples, que l’on retrouve comme constituants de nombreux types de lipides plus complexes. 

Dont ces acides gras se représente par les acides carboxyliques à chaîne aliphatique hydrophobe 

(R-COOH), saturés (C16 et C18) ou insaturés (C18 pourvus de 1, 2 ou 3 doubles liaisons), a 

savoir  l’existence ou l’absence de double laissons(Beopoulos 2006; Fahy et al. 2009). 

 

Ces acide sont monocarboxylique, à chaine linéaire non ramifiée comprenant un nombre 

pair d’atome de carbone(entre 4 et 36) (Weil et al., 1990), On note deux caractères importants 

(Figure 5) : Le groupement carboxylique ou tête (COOH) à une extrémité, qui donne le 

caractère acide Il est dissocié à pH 7, et de caractère hydrophile,  alors que le radical (R) ou 

queue est une chaîne aliphatique de type hydrocarbure de longueur variable qui donne à la 

molécule son caractère hydrophobe (Quentin et al. 2015). 

 

Figure 5: Exemple de la nature d’un acide gras saturé (acide laurique)(Quentin et al. 2015). 

 

Les acides gras diffèrent donc entre eux non seulement par la longueur de la chaîne 

carbonée, mais aussi par le nombre (Δ), la position et la structure spatiale (cis, trans 

respectivement stéréodescripteurs Z et E) des doubles liaisons (Figure 6). Dont la double liaison 

dans tous les acides gras insaturés biologiques peut prendre une position cis ou plus rarement 

trans (Weil et al., 1990 ; Cuvelier et al., 2004 ; Beopoulose, 2009 ; Nacir, 2015). Une autre 

identification attribue la lettre α au C2 et β au C3, le C terminal est noté oméga ω (Beopoulos 

2006; Quentin et al. 2015; Nacir,. 2015) 
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Figure 6: 1) Exemple de numérotation des carbones et de doubles liaisons de l’acide 

palmitique. Il peut s’écrire comme C16:1 Δ9, ω7 ou n-7. 2) Conformation préféré (a) d’une 

acide gras saturé (acide stéarique) et (b) d’un acide gras polyinsaturé (acide l'acide 

linoléique18 :3Δ 9, 12, 15, conformation cis)(Beopoulos et al. 2009c; Quentin et al. 2015). 

 

Une des caractéristiques physique les plus importantes des acides gras est leur point de 

fusion (PF), celui-ci est augmenté avec l’augmentation de la longueur de la chaine carbonée et 

diminue avec le nombre de doubles liaisons présentes. Le point de fusion (PF) dépend à la fois 

de la longueur et du degré d’instauration de la chaîne.  

 

Dans les acides gras saturés le point de fusion augmente avec la longueur de la chaîne, 

c.à.d, les associations inter-chaînes, par interactions de Van-der-Waals, sont d’autant plus 

nombreuses que la chaîne est longue et l’énergie nécessaire à la fusion sera alors plus élevée. 

Par contre, les acides gras insaturés ont des points de fusion plus bas que leurs formes saturées 

est de l’ordre de 50°C (l’acide stéarique (18 :0) saturé, a un PF proche de 70 °C alors que celui 

de l’acide oléique (18 :1 Δ9) est de 13,4 °C pour une même longueur de chaîne), dont la 

longueur de la chaîne des acides gras saturés diminue la concentration minimum critique et 

augmente la température de fusion. La méthylation et l'insaturation diminuent la température 

de fusion de la chaîne carbonée (Weil et al., 1990 ; Cuvelier et al., 2004 ; Beopoulose, 2009 ; 

Quentin et al., 2015). (Tableau 1). 

 

Du fait d’une stabilité thermodynamique moins importante de la configuration cis, les 

acides gras insaturés cis ont des points de fusion plus bas que leurs formes insaturées trans. 

Ainsi la différence de température de fusion entre les C18 :1 trans et C18 :1 cis est de l’ordre 

de 30°C. Dans la nature, la longueur de la chaîne carbonée d'un acide gras insaturé peut aller 



ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

26 
 

de 2 à 30 atomes de carbone et entre 12 et 22 atomes de carbone pour les plus courants 

(Beopoulos 2006)  

Tableau 1. Les acides gras de chaine constituée de 12 à 20 atomes de carbone(Quentin et al. 

2015). 

 

                     Col. 1 = Nombre de carbones ; Col. 2 = nombre de doubles liaisons 

 

De plus, plus de 300 types d’acides gras différents connu chez les végétaux (Voelker et 

Kinney, 2001), ils peuvent être parfois hydroxylés (comme par exemple l’acide ricinoléique 

synthétisés chez les plantes) ou ramifies comme acid 15 methylhexadécaénoique 

particuliérement che les bactéries Grame+ . Ainsi Eicosanoides dérivent des gras polydésatures 

à 20 carbones ω6 et ω3 (Weil et al., 1990  ; Jung et al. 2017). 

Les acides gras les plus abondants des lipides eucaryotes(levuriens) sont des acides gras 

à nombre pair de carbone, majoritairement des acides gras à 16 et 18 atomes de carbone avec 

des insaturations allant de 0 à 3 doubles liaisons, ce qui confère une spécificité à chaque AG, 

avec acide oléique des pourcentages parfois supérieures à 70% des lipides totaux alors que 

l'acide linoléique (C 18:2) vient en deuxième position chez les levures oléagineuses 

(pourcentages jusqu'à 30% en masse) (Ratledge 1993, 1994; Cescut 2009; Nacir,. .2015). En 

particulie, les profils d’acides gras généralement identifiés chez quelques levures oléagineuses 

sont répertoriés dans le tableau ci-dessous (Tableau 2). 
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Tableau 2. Composition en acides gras de quelques levures  et champignons oléagineux 

(Ratledge 1994; Meng et al. 2009; Papanikolaou and Aggelis 2011b; Moigradean et al. 2013; 

Babau et al. 2013) 

 

Levures oléagineuses Lipides (%DCW) C16 :0 C16 :1 C18 :0 C18 :1 C18 :2 C18 :3 

        

Cryptococcus curvatus         58  25  1  10   57   7   0 

Rhodotorula glutinis         72  37  7   3   47   8   0 

Trichosporon pullulans         65  15  0   2   57   24   1 

Rhizopus arrhizus         57  18  0   6   22   10   12 

Lipomyces starkeyi         63  34  6   5   51   3   0 

Yarrowia lipolytica         31  13.3  3.9  10.5   43.6   21.6   2.3 

DCW : Biomasse sèche cellulaire 

 

Les acides gras chez les organismes vivants sont présent très rarement sous forme libre 

(RCOO-, acides gras libres) car ils sont susceptibles d’avoir des effets toxiques sur les 

membranes, mais en plus grands quantité engagés dans de liaison ester(ou parfois amide), c.à.d. 

ils souvent associés à une autre molécule pour former de nombreux types de lipides plus 

complexes tels phospholipides, les sphingolipides et les triacylglycérols. c’est ainsi qu’ils 

participent à la structure des membranes biologiques, ils sont précurseurs d’hormones et 

fournisseurs d’énergie (Weil et al., 1990 ;  Cuvelier et al., 2004 ; Quentin et al., 2015). 

 

B.3.1.2.Triacylglycérols 

Ce sont des esters d’Acides Gras et de Glycérol, appelés aussi glycérides ou plus 

exactement acylglycérols, ne contiennent pratiquement pas d’acides grasà l’état libre, 

regroupent les monoacylglycérols, les diacylglycérols et les triacylglycérols, sont constitués par 

un glycérol estérifié respectivement par un, deux ou trois acides gras(triacylglycérols), le 

glycérol est formé d’une chaine de trios atomes de carbone comportant chacun un groupement 

hydroxyle(-OH).ces groupement entrent en réaction avec le groupement carboxyle(-COOH)des 

AG pour former des esters. On obtient alors des molécules dont le schéma apparait à la Figure 

7.  Il s’agit de molécules très hydrophobes très courante chez les eucaryotes , generalement 

Composition en acides gras 
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présent dans les cellules à l’etat liquide sous d’inclusions cytoplasmiques(Brisson 1982 ; Weil, 

1990 cuvelier et al., 2004 ; Quentin et al., 2015).  

 

Figure 7 : Structure d’une molécule mono, di et  triacylglycérols (Quentin et al., 2015). 

  

 

les lipides neutres (réserve), encore dénommés graisses ou huiles, sont essentiellement 

des triacylglycérols, si les trois acides gras sont identiques, le triacylglycérol est 

homogène(simples)  par exemple, tripalmitine, tristéarine ou trioléine, c.à.d., ont le même acide 

gras sur les trois carbones du glycérol pour les triacylglycérols contenant trois palmitates, trois 

stéarates ou trois oléates, respectivement ; s'ils sont différents, il est hétérogène(mixtes : on 

trouve 2 ou 3 acides gras différents) , ces sont les plus habituellement rencontrés dans les graisses 

naturelles. La majorité des triacylglycérols naturels sont des isomères II, l’acide gras en position 2 est 

le plus souvent insaturé.  La nature et la position de chaque acide gras sont indiquées, par exemple 

1-stéaryl, 2-linoléyl, 3- palmityl glycérol (Weil, 1990 ; Quentin et al., 2015). 

 

Les graisses extraites des milieux biologiques contiennent habituellement un mélange 

complexe de triacylglycérols qui sont des lipides neutres, non polaires donc hydrophobes et de 

densité inférieure à celle de l’eau. Présentant fréquemment un acide gras insaturé au niveau du 

C2 du glycérol. Ils sont capables de former des membranes (Glycérolphospholipides, 

Esphingolipides, Glucoesphingolipides et Glucoesphingolipides). Toutefois ils présenté dans 

des cellules (comme les précurseurs de la biosynthèse des phospholipides),  ils n'ont pas ce rôle, 

son rôle principal sont le stockage et la balance d’énergie chez les eucaryotes pour une 

utilisation ultérieure, quand la source d’énergie venant de l’alimentation diminue, Grâce à sa 

faible toxicité pour la cellule ils peuvent  libération des acides gras des triacylglycérols stockés 

dans les adipocytes est une réponse que la synthèse des acides gras est bloquée (immédiate à 

une l’alimentation)(Beopoulos 2006; Quentin et al. 2015). 
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Chez la levure ont été détectées de petites quantités de diacyl- et monoacylglycérols,  

qu'est estimée entre 0 à 5% des lipides totaux. Par contre les triacylglycérols représentent plus 

de 15% des lipides totaux de la levure hors phénomène d’accumulation(Beopoulos et al. 2009a; 

Babau et al. 2013). 

B.3.1.3.Phospholipides 

Ils sont les principaux lipides des membranes des eucaryotes et des bactéries, 

appartiennent aux lipides complexes car ils comportent un atome de phosphore, c.à.d. Ils 

dérivent de l’acide phosphatidique. Ces lipides sont parmi groupes glycérolipides 

(glycérophospholipides),  dont le glycérol dans laquelle les hydroxyles des carbones en 

positions sn-1, sn-2 et sn-3. Les hydroxyles en sn-1, sn-2 sont estérifiés par des acides gras 

saturés ou insaturés et de longueur de chaîne variable qui peuvent être très divers  de16 à 20 

atomes de carbone, où l’acide gras en position 2 est toujours insaturée environ 60%.  

L’hydroxyle en sn-3est estérifié par l’acide phosphorique(Daum et al. 1998; van Meer et al. 

2008; Quentin et al. 2015; Casares et al. 2019). 

 

Figure 8 : Représentation de la structure générale des phospholipides (Quentin et al., 2015). 

 

Les phospholipides sont des lipides complexes, dont les molécules complexées sont au 

groupement phosphate en position sn-3 estérifie une seconde fonction alcool appartenant à un 

substituant polaire de nature variée  (substituant X) comme la sérine, l’éthanol amine, le 

glycérol ou l’inositol et donnée divers phospholipides, dont la pourcentage dans la membrane 

de S. cerevisiae présentes ci-dessous. La nature du substituant X définit le phospholipide (Weil 

et al., 1990 ; Zinser et al., 1991 ; Vance, 2002 ; Buchanan et al., 2015 . Quentin et al., 2015 ) :  
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 Sérine : Phosphatidyl sérine (PS)                                                    33,6% 

 Choline : Phosphatidyl choline (PC)                                                16,8% 

 Myo-Inositol :  Phosphatidyl inositol (PI)                                         17,7% 

 Glycérol : Phosphatidyl glycérol (PG)                                              3.9%        

 Ethanolamine : Phosphatidyléthanol amine (PE)                                20.3% 

 Phosphatidyl glycérol : Diphosphatidyl-glycérol ou Cardiolipide (CL) 0.2 % 

 

La différenciation entre les classes se fait par la nature du squelette de base qui peut-être 

soit de glycérol, soit de la sphingosine. Le groupement phosphoryl des phospholipides est 

ionisé. Son pKa est compris entre 1 et 2 et il porte donc une charge négative aux pH 

physiologiques  pH 7. La charge globale de chaque phospholipide dépend de la nature du 

substituant X. donc si le groupement X est neutre, la molécule de phospholipide est chargée 

négativement comme pour (PG, PS, PI). Si le substituant X porte une charge positive, le 

phospholipide est électriquement neutre comme dans le cas de la PC et de la PE ; cet alcool 

constitue une tête polaire (Beopoulos 2006; Quentin et al. 2015). 

Les glycérophospholipides ou phospholipides sont les plus nombreux de toux les 

phospholipides dans des membranes biologiques,  dont La phosphatidylcholine (PC) est le plus 

abondant dans les membranes des cellules eucaryotesles à plus de 50 % et subcellulaires de tous 

les organismes vivant. Il est aussi un précurseur essentiel dans la biosynthèse des 

triacylglycérols. Dans son ensemble la molécule des phospholipides sont des espèces 

amphiphile (une partie apolaires des AG et  groupement de tête polaire hydrophile), qu’a la 

capacité de s’assembler en bicouche fluide. Ces deux parties sont spatialement bien distinctes, 

cependant cet assemblage de phospholipides est essentiel au maintien des différents rôles de la 

membrane plasmique. En effet, glycérophospholipides jouent un rôle important dans la 

constitution des membranes, le métabolisme, en la synthèse des lipoprotéines plasmatiques et 

des eicosanoïdes, comme Ils assurent les échanges passifs ou actifs des molécules entre le 

cytoplasme et l’environnement cellulaire. De plus, dans la signalisation moléculaire (la 

transduction des messages entre les récepteurs cellulaires et les seconds messagers qui 

contrôlent les processus cellulaires)(Fahy et al. 2005; Quentin et al. 2015; Ernst et al. 2018).  
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Chez des levures, les phospholipides plutôt des chaînes acyles saturées en position sn-1 

(ex. p. Palmitate) et des acyles insaturées (ex. Oléate) en position sn-2. les phospholipides les 

plus connus dans les levures sont PC, PE, PI, PS, CL. Par exemple chez S. cerevisiae, La 

fraction massique des lipides totaux chez les levures varie entre 15-40 % de la (PE), 10 - 25 %  

du (PI) et 20- 50 % (PC) Ce le dernière  est l’un des phospholipides les plus présents chez la 

levure, de meme chez C. lipolytica et Y. lipolytica sont PE32%, PC 42%sont les plus abondants 

et PI. PS et SL sont disponibles en faible quantité,  mais  dans R. glutinis, les phospholipides 

sont composés de 38,6% de PC et 43% de PS(Daum et al. 1998; Beopoulos 2006; Cescut 2009; 

Babau et al. 2013). Dans Y. lipolytica, Kirkhoven et al. (2016), rapportent que la quantité 

phospholipides à la quantité totale de lipides des corps lipidiques  est comprise entre 1,6 et 2%. 

 

B.3.1.4.Sphingolipides 

Les lipides sphingolipides est similaire à celle des glycérophospholipides, sauf que le 

glycérol est remplacé par une molécule de sphingosine, qui sont des lipides structuraux trouvés 

principalement dans les membranes (deuxième groupe) qui représentent environ 5% des lipides 

membranaires totaux. Certains sont d’importants constituants des membranes plasmiques et 

beaucoup sont des sites de reconnaissance de la surface cellulaire. où ils représentent jusqu'à 

26% Ces  sont parmi des lipides complexes, dont l’acide gras est fixation au groupe amino de 

la sphingosine formant une céramide (Cer) (Weil et al., 1990 ;  Vance 1996 ; Chesworth et al, 

1998 Weinman et Méhul 2004 ; Cuvelier et al., 2004 ; Ven Meer et al., 2008 ; Buchanan et al., 

2015 ; Escribá et al., 2015 ; Quentin et al., 2015). 

La sphingosine sont le composé le plus fréquent, il est un alcool aminé à longe chaine qui 

possédant 18 atomes de carbones et une double liaison (trans en C4-C5), un groupe aminé en 

C2 et deux hydroxyles en C1 et C3. L’addition d’une chaîne acyle sur la fonction amine (liaison 

amide au NH2 du C2) permet de former la céramide, Où tous les sphingolipides sont construits 

sur cette unité de base (Weil et al., 1990 ; Cuvelier et al., 2004 ; Weinman et Méhul 2004 ; 

Quentin et al., 2015).  
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Figure 9: Structure générale des sphingolipides (Quentin et al., 2015). 

                 

C’est le substituant X lié sur l’alcool primaire du carbone C1 qui distingue les familles des 

sphingolipides, dont  la sphingomyéline est représenté jusqu’à 20 % des lipides membranaires 

(Daum 1985 ; Weil et al., 1990 ; Chesworth et al, 1998 ;  Munro, 2003  ; Ledeen et  Wu, 2008 ; 

Slotte, 2013 ; Zhang et al.,  2013 ; Quentin et al., 2015): 

 Phosphoryl-choline : Sphingomyéline (sphingophosholipides) 

 Glucose : cérébrosides, 

 Dis, tri, tetraaccharide : Gangliosides  

 Saccharide complexe : Ganglioside GM1 

Ces les classes de glycolipides sont en général localisées dans les membranes des cellules 

eucaryotes, où leurs têtes polaires constituées d’oligosides plus ou moins complexes 

apparaissent au niveau de la surface externe. C.à.d. ils possèdent un rôle structurel dans la 

cellule, d’autre part, être des surfactants ou des agents émulsifiant extracellulaires comme chez 

levures, telle Y. lipolytica, lors de l’utilisation des n-alcanes comme substrat. c.à.d.  ces 

molécules possèdent un rôle clé dans le fonctionnement de la cellule (Van Meer et lisman 2002 ; 

Weinman et Méhul, 2004 ; Touitou  5002  ; Cescut, 2009 Montefusco et al., 2014; Spincemaille 

et al., 2014).  

Chez les levures, les sphingolipides sont présents dans la membrane plasmique, les 

membranes d’organelles et les parois. En plus des fonctions structurelles importantes des 

sphingolipides complexes, ils interviennent aussi dans signalisation vitaux chez S. cerevisiae, 

dans la régulation de   l'endocytose, protéolyse, la dynamique du cytosquelette et contrôle du 
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cycle cellulaire, la traduction, la modification des protéines post-traductionnelles et la réponse 

au stress thermique(Holthuis et al. 2001; Cescut 2009; Nielsen 2009; Slotte 2013). Ces 

composés sont présents à des concentrations très faibles, à hauteur de 0,4 % (glip/g biomasse) 

(Ochoa, 2012). 

Bal et al. (2013) ont rapportent que les dérivés GlcCer ou GlcCer peuvent être impliqués 

dans la morphogenèse hypale chez Y. lipolytica, en affectant la polarisation des radeaux 

lipidiques et la morphogenèse des vacuoles. 

De plus, Chez la levure, Il y a deux types de sphingoides : la dihydrosphingosine et la 

phytosphingosine. Les sphingolipides de la levure contiennent majoritairement la 

phytosphingosine. Sa similarité de structure avec la PC lui confère des propriétés analogues 

(Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009). 

 

B.3.1.5.Stérols et stéroïdes 

Ce sont des compose dérivant d’un noyau (gonane)  polycyclique avec une ou plusieurs 

fonctions alcool, appelé noyau du cyclopentanophénanthréne. Dont le cholestérol, terpènes, 

l’ergostérol sont le plus important chez les animaux, les végétaux, les levures respectivement, 

qu'ils appelé les stérols (libres : non estérifiés), Par exemple chez Saccharomyces cerevisiae  

plus de 90% des stérols sont sous forme libres. Mais Les stérols peuvent être « conjugués» 

estérifiés par acide gras(SE) ou  glucose  pour former glycosides d'acyl-stéryle (ASG)et 

glycosides de stéryle (SG) , respectivement, Ces les deux derniére sont les principaux dérivés 

de stérols trouvé dans les plantes, où des stérols typiques du règne végétal, sont appelés 

phytostérols (p.ex. sitostérol) (C29)(Beopoulos 2006; Quentin et al. 2015). 

 

Ce sont des lipides classe parmi les lipides simples (neutre) qui retrouvée dans la 

membrane cellulaire principalement dans la couche extérieure de la membrane plasmique, où 

sont responsables de certaines caractéristiques physiques, la fluidité et la perméabilité de la 

bicouche membranaire , où peuvent aussi affecter l’utilisation de la source énergétique et 

l’activité des ATPases membranaires Ainsi que ; les stérols aussi est le précurseur des acides 

biliaires, des hormones stéroïdes et de la vitamine D. les stérols supérieurs sont représentée (à 

partir de 20% à 40% mol) en eucaryote, dont tous les stérols, leurs dérivés, sont synthétisés à 

partir d’unités isopréniques à cinq carbones (Subczynski et al. 1994; Czub and Baginski 2006; 

Grossmann et al. 2007; Hanzal-Bayer and Hancock 2007; Dufourc 2008; Cacas et al. 2012; 
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Quentin et al. 2015). Les stérols sont des composés essentiels dans toutes les levures. Dont 

l’ergostérol le lanostérol le squalène sont plus connu et qui présente entre 0,03 % et 4,6 % de 

la masse sèche de la cellule, c.à.d. mois 1 à 10 % des lipides totaux (Arnezeder et Hampel 

1990). 

 

Chez les levures, l'ergostérol  est la forme majoritaire de stérol peut représenter 90% du 

total stérol, retrouvée dans la membrane cellulaire des levures (à la place du cholestérol chez 

les mammifères) qui possède deux doubles liaisons supplémentaires, la première en 7, 

conjuguée avec la liaison en 5 dans le cycle B et la seconde en 22 sur la chaîne flexible qui en 

outre porte un groupe méthyle en C24.  Parmi sa rôle dans la structuré membranaires et 

l’endocytose, ils sont intermédiaires de biosynthèse qui sont estérifiés et localisés dans des 

particules lipidiques. ainsi que dans la formation des radeaux ou rafts qui impliqués dans le 

trafic membranaire et la signalisation cellulaire(Arnezeder and Hampel 1990; Quentin et al. 

2015).  

 

Figure 10 : Formule squelettique de Sitostérol et d’Ergostérol (Quentin et al. 2015) . 

 

De plus, et parmi les lipides neutres qui sont esterifies d’alcools et d’acides gras composés 

uniquement d’atomes de carbone, d’hydrogène et d’oxygène, en fonction de la nature de 

l’alcool estérifié sur l’AG, les cérides et les phytyl esters d’acides gras(FAPE) dont ce le dernier 

Présents uniquement chez les plantes. Cependant la majeure des cérides Montrer animales 

végétales bactériennes,  où elles constituent des réserves énergétiques chez le plancton et les 

microorganismes(Beopoulos 2006; Quentin et al. 2015; Nacir,. 2015). 
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C. Accumulation lipidique chez Yarrowia lipolytica 

C.1. Généralité 

Les lipides produits par les micro-organismes sont appelés lipides microbiens ou huiles 

unicellulaires (SCO), comprennent les lipides neutres (TAG et esters stéryliques) et les lipides 

non neutres (acides gras libres (FFA), glycolipides et phospholipides). En général, les premiers 

servent de réserve d'énergie pour la cellule, tandis que les seconds remplissent des fonctions 

physiologiques particulières(Darvishi et al. 2017; Wang et al. 2020). En effet, Le métabolisme 

des lipides est présent chez tous les microorganismes. Du fait de la toxicité des acides gras 

libres et du potentiel de stockage des triglycérides et des esters de stérols, c’est sous cette forme 

qu’ils sont principalement accumulés chez les eucaryotes(Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 

2009). Certains microorganismes accumulent des quantités significatives supérieures à 20 % de 

lipides dans leurs biomasses, ils sont dits « oléagineux » peuvent être des bactéries, des 

moisissures et les algues ; les levures(Beopoulos 2006; Papanikolaou and Aggelis 2011). Les 

levures oléagineuses dans des conductions de limitation des nutriments, sont capables de 

synthétiser et d’accumuler des lipides jusqu’à hauteur de 72% de la masse sèche de la cellule 

(Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2008; Cescut 2009). La grande vitesse de croissances des 

levures oléagineuses, leur capacité d’accumulation élevée en lipides ainsi que leur 

indépendance des conditions saisonnières représentent les principaux avantages de production 

de lipides levuriens par rapport aux autres microorganismes oléagineux. Ces lipides sont 

accumulés dans des organes spécifiques, à l’intérieur de la cellule, appelées corps lipidiques, 

dont les TAG constituent le principal composant synthétisé à l'intérieur les cellules 

microbiennes environ 90%, dont le profil lipidique est semblable à celui des huiles végétales 

courantes (par exemple huile de colza), ce sont les acides palmitique (C16:0) et oléique (C18:1) 

qui prédominent chez les levures (Carsanba et al. 2020; Wang et al. 2020). Parmi plus de 600 

espèces de levures, seules 30 sont connues pour être oléagineuses(Bouchedja et al. 2017) et 

elles appartiennent principalement aux genres Lypomyces, Candida, Cryoptococcus, 

Endomyces, Rhodosporidium, Rhodotorula et Yarrowia (Bouchedja et al. 2017). La souche 

Yarrowia lipolytica accumule une quantité de lipides inférieure à certaines levures comme R. 

toruloides CBS14 et C. curvatus mais elle la seul levure connue 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 % (Ratledge 1994; Papanikolaou and Aggelis 2003b, 2011b; 

Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009). 
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C.2. Accumulation lipidique et métabolisme 

L'accumulation microbienne de lipides a lieu dans la cellule de levure en raison d'un 

métabolisme instable, qui,  peut conduire à la production de lipides et au stockage dans la cellule 

de levure, environ 95% des lipides intracellulaires de Y. lipolytica sont stockés dans des corps 

lipidiques (LB) (Figure 11) sous forme de de triacylglycérol (TAG - 80%) et de d’ester de stérol 

(SE - 20%) (Beopoulos et al. 2009; Bouchedja et al. 2017; Carsanba et al. 2020), Ces lipides 

peuvent s’accumuler chez Y. lipolytica par deux voies distinctes(Papanikolaou and Aggelis 

2011b; Bouchedja et al. 2017; Wang et al. 2020): La première est la biosynthèse de novo des 

acides gras qui correspond à la production dans des conditions définies des précurseurs des 

acides gras comme l’acétyl-CoA et le malonyl-CoA et leur intégration dans la voie de 

biosynthèse de lipides (voie de Kennedy)(Beopoulos 2006). La deuxième, appelé la voix 

d’accumulation ex novo correspond à l’incorporation des acides gras, des huiles et des 

triglycérides du milieu de culture et leur accumulation dans un état inchangé ou modifié dans 

la cellule. Cette voie nécessite l’hydrolyse des substrats hydrophobes, le transport et 

l’incorporation des acides gras libérés à l’intérieur de la cellule et le réassemblage de ces acides 

gras en TAG et ES pour leur stockage dans  les corps lipidiques(Bouchedja et al. 2017).  

 

Figure 11: Formation des corps lipidiques. a) Images de microscopie optique (100 ×) après 48 

h de culture, montrant la présence de Bosse à la surface de la cellule de Y. lipolytica. La culture  

a été réalisée dans un bioréacteur contenant un milieu YPD enrichi en acide oléique (YPDOA), 

à 28 ° C, pH 6,0 et limitation en oxygène dissous. b) Image en microscopie optique (100 ×) 

montrant les corps lipidiques dans les cellules de Y. lipolytica, après 24 h de culture dans 

YPDOA. La culture a été réalisée dans un bioréacteur, à 28 ° C, pH 6,0, sans limitation en 

oxygène dissous. c) Image en microscopie à fluorescence (100 ×) montrant une forte 

accumulation de lipides intracellulaires dans une cellule de Y. lipolytica. Les lipides 

intracellulaires ont été révélés avec une coloration rouge du Nil; de même, le lipide assimilé 

intracellulaire présentait une fluorescence rouge. L’échantillonnage a été effectué après 30 h de 

culture en bioréacteur à 28 ° C, pH 6(Bouchedja et al. 2017). 
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Néanmoins, les voies d’accumulation de novo et ex novo sont plutôt antagonistes que 

complémentaires, car les enzymes de biosynthèse de lipides sont régulées par la composition 

des lipides extracellulaires. Si le milieu apporte aux organismes la source de lipide nécessaire, 

la synthèse et les modifications, tels que l’élongation et la désaturation, sont réprimées. Les 

levures sont capables d’accumuler directement des acides gras du milieu et de les stocker en 

forme de TAG ou d’ES dans les corps lipidiques. Les TAG sont la forme la plus importante de 

stockage chez les eucaryotes(Papanikolaou and Aggelis 2011b).Cependant, la composition 

lipidique d’un microorganisme peut varier considérablement par rapport au milieu de culture 

(Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009). Les mécanismes de la synthèse « de novo » et « ex 

novo » sont décrits dans cette section. 

C.2.1. Accumulation lipidique de novo 

Yarrowia lipolytica  sont capables de synthétiser de novo tous les acides gras dont elles 

ont besoin à partir d’une source de carbone, qu’il est  nécessite des substrats hydrophiles tels 

que des sucres, des acides organiques ou des alcools pour produire des précurseurs les acides 

gras, principalement l'acétyl-CoA, et le malonyl-CoA, le NADPH et les intègre dans la voie 

Kennedy pour synthétiser les TAG (Daum et al. 1998; Ratledge 2002, 2004; Beopoulos et al. 

2008, 2009c; Papanikolaou and Aggelis 2011b; Tsigie et al. 2011; Soong et al. 2019). Le 

processus est schématisé dans la figure 12. 

 

Pour que les acides gras ou leurs précurseurs participent à une réaction métabolique, leur 

activation est nécessaire(Les deux réactions à la bas).  Où L’acétyl-CoA (AcCoA) joue un rôle 

central dans la synthèse des acides gras (FA) dans le cytosol, où celui-ci est converti par l’acides 

gras synthèse en acyl-CoA à chaines longues (généralement C16 :0 et C18 :0) par l’ajout d’unité 

de malonyl-CoA. Ces molécules peuvent ensuite être utilisées par des élongases et désaturases 

afin de former différents acides gras. Ces acides gras sont ensuite convertis en TAG par la voie 

Kennedy impliquant la conversion de diacylglycérol (DAG) en TAG par les gènes DGA1 et 

DGA2 ou le gène LRO1, tandis que les SEs sont produits à partir des acyl-CoA et du stérol par 

le gène ARE1. Ce processus de synthèse requiert d’importantes quantités de composés 

réducteurs, avec la consommation de deux molécules de NADPH par cycle d’élongation. Chez 

Y. lipolytica, la voie des pentoses phosphates (PP) est la source principale de composés 

réducteur tandis que l’importance de l’enzyme malique, autre source de NADPH, reste sujet à 

débat chez cet organisme(Cescut 2009; Beopoulos et al. 2009c; Rakicka et al. 2015; Dourou et 

al. 2018).  
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E + R – COOH + ATP ↔ (E: R – CO – AMP) + Ppi (P2O7 4- ) 

P 2O7 4- + H 2O → 2 HPO4 2- 

(E: R – CO – AMP) + CoASH ↔ E + R – CO – SCoA + AMP 

Les deux réactions sont réversibles, mais la cinétique favorise la production d’acyl-CoA, 

car le pyrophosphate est rapidement hydrolysé(Beopoulos 2006; Cescut 2009). 

C.2.1.1. Evénements de l’accumulation lipidique 

Les événements intervenant dans l’accumulation de lipides chez Y. lipolytica allant de 

l’assimilation de la source du carbone, glycérol, jusqu’à la formation des triacylglycérols sont 

présentés dans le schéma qui suit (Figure 3). Lorsque la concentration en AMP intracellulaire 

est significativement réduite, le passage de l'étape de production de biomasse à l'étape de 

synthèse lipidique est stimulé, fournissant ainsi un précurseur pour l'accumulation lipidique. 

Les plus importants sont l’acétyl-CoA, le malonyl-CoA et le NADPH comme cofacteur, où  

peut être divisée en deux étapes principales: la génération d'acétyl-CoA et la conversion de 

l'acétyl-CoA en acide gras (Beopoulos 2006). 

a) Production d’acétyl-CoA 

Le produit clé intermédiaire de l'accumulation lipidique de novo est l'acétyl CoA qui est 

un sous-produit de la synthèse des acides gras, plusieurs méthodes existent pour induire la 

génération d’AcCoA et l’accumulation lipidique, Après la glycolyse, l'acide pyruvique passe à 

travers les mitochondries où l'acétyl-CoA est produit à partir de l'acide pyruvique par l'enzyme 

catalytique pyruvate déshydrogénase (Soit il rejoint le cycle de Krebs, soit il repasse dans le 

cytoplasme où se produit la biosynthèse des acides gras), et sa transformé en l'acétyl-

carnitine(étant donné que l'acétyl-CoA ne peut pas traverser la membrane mitochondriale), 

puisse être transportée dans le cytosol(Papanikolaou and Aggelis 2011b; Carsanba et al. 2018, 

2020). 

Cependant, dans le cas des microorganismes oléagineux existe différentes manières de 

générer de l'acétyl-CoA, La méthode la plus courante consiste à épuiser un nutriment dans le 

milieu, généralement l’azote et que le carbone est abondant dans le milieu. Sachant que la 

limitation en azote provoque une ralentissement  du taux de croissance des cellules, et de la 

production de biomasse catalytique durant la phase transitoire d’accumulation lipidique dû à la 

répression de certaines voies métaboliques tels que la synthèse des acides nucléiques et des 

protéines entrainées par la limitation nutritionnelle. Le processus d'épuisement de l'azote 
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implique une série d'événements régulateurs liés au métabolisme central. Initialement, 

l'épuisement de l'azote conduit à une activité accrue de de AMP-désaminase, qui convertit 

l'AMP en inosine monophosphate (IMP) et en ammoniaque tout en diminuant la concentration 

en AMP dans la mitochondrie. Cette diminution  va bloquer le cycle de Krebs au niveau de 

l’isocitrate , une réaction spécifique aux organismes oléagineux(Cescut 2009; Fakas et al. 2009; 

Papanikolaou and Aggelis 2011b; Portelli 2011; Carsanba et al. 2018; Wang et al. 2020). 

                         AMP        inosine 5’ – monophosphate + NH3 

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

sous l’action de l’enzyme aconitase. L’acide citrique se décompose en acétyl-CoA dans les 

mêmes conditions et l'acétyl-CoA peut s'accumuler dans les mitochondries. a la suit, citrate est 

transporté via la complexe la malate / citrate transférase (dans le membrane mitochondriale) de 

nouveau vers le cytosol où l’acétyl-CoA est libéré par l’ATP citrate lyase (ACL)(Ratledge 

2002, 2004; Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009c; Papanikolaou and Aggelis 2011b).  

                                 Isocitrate ↔ Aconitate ↔ Citrate   

         Citrate + CoA + ATP → acétyl – CoA + oxaloacétate + ADP + Pi 

L’acétyl-CoA disponible dans le cytosol sera utilisé comme précurseur pour la 

biosynthèse des acides gras et la mise en place du métabolisme d’accumulation des lipides pour 

aboutir à la synthèse des triglycérides (sous forme de gouttelettes lipidiques) qui fusionnent et 

s’accumulent dans des organelles spécifiques, à l’intérieur de la cellule, nommées corps 

lipidiques(Beopoulos 2006; Athenstaedt et al. 2006). 



ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

40 
 

 

Figure 12: Schéma des voies impliquées dans la biosynthèse des lipides (Ochoa, 2012). 

 

b) Conversions d'Acetyl-CoA 

L’ATP citrate lyase eest l'enzyme clé pour l'accumulation de lipides dans les 

microorganismes oléagineux (Ratledge, 2002). Dont le citrate est clivé par l'ATPcitrate lyase 

(ACL1 et ACL2) pour produire de l'acétyl-CoA et de l'oxaloacétate. De cette manière, Y. 

lipolytica peut produire de l'acétyl-CoA cytosolique en abondance ACL1 (YALI0E34793g) et 

ACL2 (YALI0D24431g), qui est le précurseur direct de la biosynthèse de l'AF (Beopoulos 

2006; Beopoulos et al. 2009c; Papanikolaou and Aggelis 2011b; Dourou et al. 2018; Wang et 

al. 2020). 

La biosynthèse de l'AF dans le cytosol implique une série de réactions qui convertissent 

le précurseur acétyl-CoA en acides gras à longue chaîne. Premièrement, le malonyl-CoA est 

généré par carboxylation de l'acétyl-CoA avec l'acétyl-CoA carboxylase (ACC1), qui est 

catalyse par le magnésiume(Beopoulos 2006; Papanikolaou and Aggelis 2011b). 

 

                          Acetyl-CoA + HCO3− + ATP →malonyl-CoA + ADP + Pi 
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 Ensuite, l'acétyl-CoA et le malonyl-CoA sont condensés en acyl-CoA sous l'action du 

complexe FA synthase (FAS1 et FAS2)(Papanikolaou and Aggelis 2011b; Wang et al. 2020).  

 

                           Malate + NADP+ → pyruvate + CO2 + NADPH 

La FA synthase utilise le NADPH comme cofacteur réducteur, et chaque étape de 

l'élongation de la chaîne acyl-CoA nécessite deux molécules de NADPH. La longueur de chaîne 

des acyl-CoAs naturellement synthétisés est typiquement de 16 ou 18 atomes de carbone. Dans 

l'étape suivante, ces molécules C16: 0 et C18: 0 sont délivrées au réticulum endoplasmique 

(ER) pour un allongement et une désaturation supplémentaires(Tehlivets et al. 2007; 

Papanikolaou and Aggelis 2011b; Carsanba et al. 2018; Wang et al. 2020).  

 

c) Voie de Kennedy 

Chez les levures oléagineuses, la majorité des lipides se trouve sous la forme des 

triacylglycérols, dont leur synthèse suit généralement la voie Kennedy, qui utilise l'acyl-CoA 

et le glycérol-3-phosphate (G3P) comme substrats directs, qu’est complémentaire la synthèse 

de novo des TAG (Papanikolaou and Aggelis 2003a; Beopoulos 2006). Les différentes 

réactions menant à la formation des triacylglycérol : l’assemblage du TAG commence par 

l'action de la G3P acyltransférase (SCT1), qui catalyse la conversion de la G3P en acide 

lysophosphatidique (LPA) Le LPA est ensuite encore acylé par la LPA acyltransférase (SLC1) 

pour générer de l'acide phosphatidique (PA). Le PA est ensuite déphosphorylé en diacylglycérol 

(DAG) par la phosphatase d'acide phosphatidique (PAP). Dans la dernière étape de l'assemblage 

du TAG, le DAG est acylé en position sn-3, soit par une réaction dépendante de l'acyl-CoA, 

soit indépendante de l'acyl-CoA, pour former le TAG dans des organelles spécifiques, à 

l’intérieur de la cellule, appelées corps lipidiques (Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2008, 

2009c; Tai and Stephanopoulos 2013; Wang et al. 2020). La réaction acyl-CoA dépendante est 

catalysée par les acyltransférases DAG (DGA1 ou DGA2), avec l'acyl-CoA comme donneur de 

groupe acyle final. La réaction indépendante de l'acyl-CoA est catalysée par la phospholipide 

DAG acyltransférase (LRO1), qui utilise le glycérophospholipide comme donneur de groupe 

acyle. De plus, il a été démontré que la stéryl ester synthétase codée par ARE1 favorise 

l'acylation du DAG en agissant comme acyltransférase dans une réaction acyl-CoAdépendante 

(Athenstaedt et al. 2006; van Meer et al. 2008; Babau et al. 2013; Wang et al. 2020). 
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C.2.2.Accumulation lipidique ex novo 

Les levures sont capables de synthétiser de novo tous les acides gras dont elles ont besoin 

à partir d’une source de carbone. Mais, dans le cas où des nutriments proches de la structure 

des acides gras nécessaires sont disponibles dans leur milieu de croissance elles peuvent les 

utiliser directement pour leurs fonctions biologiques. C’est le cas des acides gras ou de leur 

dérivé présent dans l’environnement. Même en présence de sources de carbone facilement 

assimilables / utilisables, leur capacité à importer des acides gras constitue un avantage, en 

terme d’énergie(Ratledge 1994; Daum et al. 1998; Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009c; 

Papanikolaou and Aggelis 2011b). 

 

 Lorsque des substances hydrophobes (acides gras, les huiles ou les triacylglycérols) sont 

utilisées comme substrats microbiens du milieu de culture et leur accumulation dans un état 

inchangé ou modifié à l’intérieur de la cellule, cette voie de synthèse de lipides est appelé voie 

« ex-novo ». Les phases intervenant dans la synthèse de lipides « ex novo » ou dégradation chez 

Y. lipolytica sont présenté dans le schéma qui suit (Figure 13). Cette voie demande : a) les huiles 

et les graisses sont d'abord transformées en acides gras libres à l'extérieur de la cellule par un 

processus d'hydrolyse catalysé par lipase ; b) Incorporation des chaînes aliphatiques 

extracellulaires libérées à l'intérieur des cellules ou des culots fongiques et des mycéliums (le 

taux d'incorporation des différents FA extracellulaires peut être différent et est lié à la 

composition en AG du mélange gras utilisé);c) Réactions potentielles de biomodification des 

AG préalablement incorporées à l'intérieur des cellules microbiennes (c'est-à-dire réactions 

d'élongation et / ou de désaturation);d) Réactions d'incorporation de plusieurs chaînes FA à 

l'intérieur des TAG microbiens stockés ; e) Assimilation partielle ou totale des unités acyl-CoA, 

via la voie de la β-oxydation; f) Catabolisme de l'acétyl-CoA généré à travers le cycle de Krebs 

(création d'ATP et d'énergie); g) Anabolisme d'une partie des acétyl CoAs générés après β-

oxydation par le by-pass d'acide glyoxylique (réactions de glyconéogenèse ou de synthèse 

d'acides aminés); h) Biodégradation des TAG précédemment stockés lorsque la source de 

carbone extracellulaire n'est plus disponible, aboutissant à la synthèse d'acétyl-CoA, qui sera 

ensuite catabolisé par le cycle de Krebs ou sera utilisé pour des réactions anaboliques par le by-

pass d'acide glyoxylique (Beopoulos 2006; Thevenieau et al. 2007; Cescut 2009; Papanikolaou 

and Aggelis 2011b; Carsanba et al. 2018; Tzirita et al. 2018a; Soong et al. 2019; Wang et al. 

2020). 
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Figure 13: Représentation schématique de l’assimilation du substrat hydrophobe (SH) par Y. 

lipolytica. (1a, 1b) Les SH forment des émulsions et la taille des gouttelettes est réduite par le 

liposan sécrété. (1b) les TAG sont clivés par la lipase extracellulaire afin de libérer les acides 

gras. (2) Les gouttelettes de substrat s’accrochent aux protrusions cellulaires. (3) 

L’incorporation se fait par les mécanismes de transport (i.e. transporteurs ABC). (4) La 

modification du substrat se fait par des différentes voies (i.e. ω-oxydation pour les alcanes au 

RE, et le système monoxygénase P450. (5) Dégradation par la voie de la β-oxydation où (6) 

accumulation des lipides en forme de TAG(Beopoulos 2006; Thevenieau et al. 2007; Beopoulos 

et al. 2009c)  

 

 

Yarrowia lipolytica est l'une des levures les mieux caractérisées qui peut également 

utiliser des substrats hydrophobes grâce à des activités lipolytiques existantes (et dans certains 

cas importantes) dont elle peut se débarrasser. En effet, Y. lipolytica contient plusieurs familles 

multi-géniques impliquées dans les voies métaboliques des substrats hydrophobes. La 

multiplicité de ces familles donne à cette levure un grand potentiel d’utilisation de ces 

hydrophobes. pour ça cet organisme a été récemment utilisé comme un modèle d’étude des 

mécanismes impliqués dans l’assimilation et dégradation des substrats hydrophobes (Barth and 

Gaillardin 1997; Beopoulos et al. 2010; Thevenieau et al. 2010; Papanikolaou and Aggelis 

2011b). 



ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

44 
 

C.2.2.1. Assimilation du substrat  

Pour assimiler les substrats hydrophobes (les alcanes, les acides gras ou les triglycérides) 

et leur incorporés par le milieu, il faut ils subissent plusieurs modifications pour améliorer leur 

accessibilité c.à.d, pour modifier leur solubilité ou possède plusieurs remodeler sa propre 

surface cellulaire. été   Y. lipolytica  la levure plus connue pour ces activités lipolytiques et 

protéolytiques extracellulaires, c.à.d, il possède plusieurs remodeler sa propre surface cellulaire 

(Beopoulos 2006; Thevenieau et al. 2010). 

 Au travers du transport indirect par la surface, réalisé par des surfactants tels que le 

liposan, et une lipase extracellulaire, Lip2p et émulsifiants extracellulaire permettant 

l’hydrolyse des TAG et ainsi une réduction de la taille des gouttes lipidiques en 

augmentant ainsi la surface du contact entre la cellule et le substrat(Barth and Gaillardin 

1996; Mlíčková et al. 2004; Carsanba et al. 2018). 

 

Figure 14: Interactions entre les cellules de Y. lipolytica et les substrats hydrophobes. 

Adhérence des cellules aux gouttelettes d’hexadécane pendant la croissance de Y. 

lipolytica. Les cellules sont incubées 5 heures sur un milieu minimum en présence de 1 

% d’hexadécane comme unique source de carbone. Les cellules absorbent des petites (a) 

puis de larges (b) gouttelettes d’alcane. (c) Adhérence des cellules de la souche W29 de 

Y. lipolytica aux gouttelettes d’acide ricinoleique utilisé comme substrat. Y. lipolytica est 

capable de fixer des mini-gouttelettes d’acides gras émulsifiées à sa surface (Mlíčková et 

al. 2004; Fickers et al. 2005; Thevenieau et al. 2007; Beopoulos et al. 2010). 

 Alternativement, au travers du transport interfaciale direct vers le RE via la membrane 

plasmique,  qui implique la formation de protubérances permettant la fixation des 

substrats hydrophobes à la surface cellulaire(Fickers et al. 2005; Beopoulos 2006; 

Carsanba et al. 2018), à partir de ce moment ils peuvent être hydroxylés par le système 

de P450 monooxygénase (ω-oxydation)(Mlíčková et al. 2004; Beopoulos 2006).  
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Figure 15: Analyse de la surface cellulaire de Y. lipolytica en présence d’acide oléique. 

Photographies en microscopie électronique de cellules de Y. lipolytica en culture sur 

milieu minimum en présence d’acide oléique. Des gouttelettes lipidiques (flèch rouge) et 

des protubérances (flèches bleues) sont observées (Mlíčková et al. 2004). 

C.2.2.2. Transport des acide gras 

L’incorporation se fait par les mécanismes de transport tels que les protéines de liaison 

des acides gras (FABPs), les transporteurs ABC (ATP Binding Cassette) ou les systèmes PXA 

et PEX11. Ces protéines présentent une remarquable conservation dans leur architecture 

moléculaire et leur organisation structurale c.à.d.  L’import des acides gras réalisé par diffusion 

à travers la membrane cellulaire. Le transport n’est pas uniquement dépendant de ces protéines 

mais aussi de lipides membranaires comme le cholestérol et les sphingolipide. S. cerevisiae 

comme modèle en concernant par étudier le transport des substrats hydrophobes. Leur fixation 

et leur transport à travers la membrane plasmique sont des processus rapides, particulièrement 

pour les acides gras libres, qui se produisent quand la concentration extracellulaire des acides 

gras est 10-20 fois plus importante que la concentration intracellulaire.  Y.lipolytica possède 

deux transporteurs différents, l’un spécifique des acides gras en C12 et C14, l’autre facilitant 

l’entrée des acides gras en C16 et C18 (saturés ou insaturés), sans pour autant les identifier 

(Beopoulos 2006; Thevenieau et al. 2007, 2009, 2010; Cescut 2009). 

 

Une fois les substrats sont incorporés dans la cellule, il existe plusieurs voies facilitant 

leur dégradation, telles que l’oxydation mono-terminale des alcanes, la β- oxydation le cycle de 

glyoxylate et du citrate. Où La synthèse de l’acétyl-CoA pourrait également provenir de la β-

oxydation de par la dégradation d’acides gras et des lipides membranaires dans un processus 

d’autophagie propre aux organismes oléagineux. Dans le cas des alcanes, ils doivent suivre des 

autres modifications au travers de la ω-oxydation avant de pouvoir être utilisés comme source 

d’énergie (Thevenieau et al. 2007, 2010; Zhu and Jackson 2015). Ces voies sont localisées dans 

des différents compartiments cellulaires comme le RE, les peroxysomes et la mitochondrie. La 
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dégradation des substrats hydrophobes s’achève par la voie de la β-oxydation située dans les 

peroxysomes. Néanmoins, en présence d’excès de substrat hydrophobe, les substrats sont 

accumulés dans les corps lipidiques (CL) sous forme de TAG et d’ES. Les lipides accumulés 

peuvent alors être mobilisés après une étape d’hydrolyse catalysée par les lipases, codés par les 

gènes TGL. Chez Y. lipolytica il existe deux orthologues de TGL, mais leur fonction est encore 

inconnue(Beopoulos 2006). En effet, comme indiqué précédemment, Biodégradation 

(«renouvellement») des TAG précédemment stockés sont lorsque la source de carbone 

extracellulaire n'est plus disponible, aboutissant à la synthèse d'acétyl-CoA, qui sera ensuite 

catabolisé par le cycle de Krebs ou sera utilisé pour des réactions anaboliques par le by-pass 

d'acide glyoxylique(Cescut 2009; Tzirita et al. 2018a).  

C.3. Facteurs influençant l’accumulation lipidique  

Selon la souche étudiées, plusieurs facteurs peuvent influer l’accumulation lipidique 

comme le choix des sources de carbone et d’azote et le ratio entre ces deux sources (ratio C/N). 

En plus de ces facteurs, bien sûr, la température, le pH et le taux d’oxygène dissous. En 

particulier, le ratio C/N est un facteur souche dépendant(Coelho et al. 2010; Bouchedja et al. 

2017, 2018; Carsanba et al. 2020; Al Mualad et al. 2022). 

C.4. Approches d'amélioration de l'accumulation de lipides. 

La faisabilité économique du procédé de production de lipides n'est pas seulement 

déterminée par les conditions opératoires de la fermentation et les espèces, mais également par 

le coût des matières premières(Lopes et al. 2007, 2009, 2018, 2019; Fabiszewska et al. 2019, 

2021, 2022b; Al Mualad et al. 2022; Cao et al. 2022). 
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D. Intérêts de Y. lipolytica à des fins environnementales 

D.1. Préambule 

De nos jours, l'augmentation des déchets résultant de l'industrie alimentaire ou les résidus 

obligatoires des processus industriels constituent un problème grave pour de nombreux 

écosystèmes en raison des déversements dans l'eau, de son stockage dans le sol et de la difficulté 

de le traiter(Scioli et Vollaro 1997; Sarris et al. 2013; Martínez et al. 2015; Tzirita et al. 2018b; 

Lopes et al. 2019). En particulier, les déchets hydrophobes sont considérés comme les déchets 

gênants qui constituent le plus grand défi dans leur gestion. Leur élimination par des traitements 

physiques et chimiques, et des traitements thermiques par osmose, techniques membranaires 

ou évaporation n'est pas économique, ecologique et santee(Lanciotti 2005; Sarris et al. 2019b; 

Fabiszewska et al. 2021, 2022b; Karim et al. 2021). Par conséquent, les scientifiques ont 

recherché des stratégies qui permettraient la protection, restauration et mise en valeur des 

milieux naturels et renouvelant ces ressources pour assurer un développement durable. De plus, 

en raison des besoins du marché vraisemblablement plus faibles et du manque d'options 

technologiques de traitement rentables, les huiles a été considérée comme un déchet et est 

généralement éliminée sans autre traitement et est utilisés comme matière première pour la 

production Composés à valeur ajoutée (lipides microbiens)(Papanikolaou and Aggelis 2002; 

Sarris et al. 2013; Katre et al. 2017; Karim et al. 2021; Al Mualad et al. 2022). En fait, Le 

principal défi économique pour une production réussie de Bio produites est le coût élevé de la 

matière première. L'utilisation des déchets industriels et domestiques comme substrats par les 

champignons oléagineux pour la production de Bioproduites ne concernera pas seulement la 

gestion des déchets, mais constitue également une approche durable et potentiellement peu 

coûteuse pour améliorer l'économie des bioprocédés (Lopes et al. 2019; Kim et al. 2021; 

Fabiszewska et al. 2022b).  

L'une des routes les plus importantes et les plus efficaces permettant de protéger et de 

réduire les problèmes environnementaux est la bioremédiation par des micro-organismes 

oléagineux, qui ont la capacité de produire plus de 20% de leur poids sous forme de lipides, 

attirent intérêt croissant en tant que source potentielle de TAG  à partir de matières organiques 

résiduelles(Lopes et al. 2019; Sarris et al. 2019b; Fabiszewska et al. 2022b). Par conséquent, 

pour optimiser le coût du procédé, ainsi que pour augmenter son bénéfice environnemental, des 

matières résiduelles ont été testées comme nutriments possibles pour les micro-organismes 

oléagineux, telles que les boues d'épuration, les matières lignocellulosiques, les déchets de 

tomates hydrolysées et les eaux usées des l'huilerie à huile d'olive (Margine), et des déchets 
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résultant de l'industrie alimentaire (Huiles usée)(Lopes et al. 2009; Dobrowolski et al. 2016; 

Tzirita et al. 2018b; Ali et al. 2020, 2021b; Fabiszewska et al. 2022b; Al Mualad et al. 2022).  

L'un des microorganismes typique utilisés dans le domaine de l'environnement en 

traitement ou mise à valeur de déchets est la levure oléagineuse Yarrowia lipolytica, dont le 

système enzymatique lui permet de s'adapter à une large gamme d'environnements, qu’il peut 

être exploité à diverses fins environnementales ou pour les développements futurs  dans les 

domaines liés aux applications industrielles pour produire des acides gras bénéfiques (Kim et 

al. 2021; Fabiszewska et al. 2022b; Al Mualad et al. 2022). Plus important encore, les levures 

Y. lipolytica sont des micro-organismes   interest qui tolèrent le milieu de culture complexes, 

elles se développent, traiter et produisent des produits bénéfiques où elles peuvent s'accumuler 

jusqu'à 50%.(Papanikolaou and Aggelis 2011b; Groenewald et al. 2014; Bouchedja et al. 2017). 

Les différentes approches pour améliorer l'accumulation des acides gras dans les levures 

(Figure 16) : a) Construction de voies désaturase/élongase et PKS hétérologues. b) Modification 

de la biosynthèse des acides gras par régulation combinée des gènes endogènes, inhibition des 

voies concurrentes et ingénierie de la voie d'édition des acyles. c). Différentes stratégies 

incluant l'expression multicopie, la régulation dynamique, la fusion de protéines et l'évolution 

dirigée. d) Optimisation du processus de fermentation grâce à l'utilisation de matières premières 

bon marché ou dechetes, de conditions de culture et de méthodes de fermentation 

appropriées(Cao et al. 2022).  

Par conséquent, l'application réussie des déchets dans la culture de Y. lipolytica à l'aide 

d'huiles moyennes peut être considérée comme la solution proposée et moyen de réutiliser les 

flux d'eaux usées et les huiles usées, par exemple les huiles résiduelles, réduisant ainsi les 

composés toxiques et productifs à valeur ajoutée (lipides microbiens) par un procédé 

biotechnologique(Al Mualad et al. 2022). 
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Figure 16: Les différentes approches pour améliorer l'accumulation des acides gras dans les levures 

(Cao et al. 2022). 
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D. 2. Déchets résultant de l'industrie  

Les pratiques industrielles et domestiques actuelles conduisent à une génération excessive 

de divers sous-produits et/ou déchets bruts de faible valeur ou à coût négatif, qui peuvent avoir 

un impact négatif sur nombreux écosystèmes et la santé humaine en raison   rejetés dans les 

environnements terrestres, marins et d'eau douce sans traitement préalable des substances 

indésirables(Bankar et al. 2009b; Liu et al. 2015; Dunoyer et al. 2020; Fabiszewska et al. 

2022b).  Parmi diverses industries : les produits laitiers, la viande, les huiles végétales et des 

huiles de cuisson usagées ont entraîné(Bankar et al. 2009b; Katre et al. 2017; Al Mualad et al. 

2022). Les principaux composants présents dans les eaux usées sont les huiles, les graisses et 

les acides gras à longue chaîne..ect (Dunoyer et al. 2020; Al Mualad et al. 2022), donc, le 

traitement des effluents est une exigence économique et hygiénique. 

D.2.1. Déchets résultant de l'industrie alimentaire 

L'industrie alimentaire est un secteur où l'incidence de la pollution de l'environnement est 

élevée. parmi des déchets résultant de l'industrie alimentaire qui sont éliminés par les humains 

dans leurs activités quotidiennes tell que déchets alimentaires et Eaux usées municipales, eaux 

usées alimentaires, Gaspillage alimentaire hydrolysé les deux, Déchets de fruits et légumes, 

Gaspillage alimentaire, ainsi que des   huiles de cuisson usagées (Bankar et al. 2009b; Baltrėnas 

and Baltrėnaitė 2020; Kim et al. 2021). 

 

D.2.1.1. Huiles de cuisson usagées 

Les huiles de cuisson usagées (WCO : Waste cooking oils) sont générées à partir d'huiles 

végétales (coco, tournesol, soja, palmier, coton, colza, olive, etc.) utilisées pour la friture des 

aliments dans les segments ménage et industries, les restaurants, les établissements de 

restauration rapide (en particulier ceux de poulet et de hamburger) et ne sont plus propre à la 

consommation humaine(Lopes et al. 2019). Parmi les nombreuses méthodes de cuisson des 

aliments, la friture est peut-être la plus exploitée, à la fois dans les cuisines domestiques et 

commerciales (par exemple, les restaurants de restauration rapide). Au cours du processus de 

friture, qui se produit à des températures élevées (160°C - 200°C), les huiles végétales 

(composées de triacylglycérols, TAG) subissent de nombreuses modifications physiques et 

chimiques et des composés toxiques se forment par des réactions d'oxydation, d'hydrolyse et de 

polymérisation des TAG(Katre et al. 2017; Lopes et al. 2019; Fabiszewska et al. 2021, 2022b). 

En effet, un processus de friture à l'air libre, la structure des huiles de cuisson est modifiée 

par réaction d'oxydation et de l'hydroperoxyde est produit, qui peut être encore oxydé en 
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produits toxiques, à savoir les 4-hydroxy-2-alcénals. Entre-temps, Les molécules d'eau des 

aliments peuvent attaquer la liaison ester des TAG, produisant des acides gras libres (FFA), du 

glycérol, des diacylglycérols (DAG) et des monoacylglycérols (MAG). Ces réactions 

d'hydrolyse se produisent plus facilement dans les huiles végétales avec les acides gras à chaîne 

courte et insaturés car ces composés sont plus solubles dans l'eau que les acides gras à longue 

chaîne et saturés (Gill et al. 1977). en complement, Les produits d'hydrolyse présentent une 

réactivité et une prédisposition plus élevées pour les réactions d'oxydation que les TAG des 

huiles végétales, et les FFA contribuent à la formation de fumée, d'odeurs indésirables et de 

saveurs désagréables, qui entravent l'utilisation ultérieure du WCO (Frega et al. 1999). 

De plus, La polymérisation des TAG conduit à la formation de dimères non polaires et 

d'autres oligomères et l'extension de cette réaction dépend de la composition en acides gras de 

l'huile végétale, de la température de friture et du nombre de friture (Tompkins and Perkins 

2000; Tsoutsos et al. 2016).  

En particulier, l'oxydation des huiles riches en acide oléique produit une grande quantité 

d'aldéhydes insaturés, tels que le 2-décénal et le 2-undécénal, mais des quantités moindres 

d'aldéhydes saturés (nonanal et octanal) et d'hydrocarbures. D'autre part, l'oxydation de l'acide 

linoléique génère du 2,4-décadiénal, du 2,4-nonadiénal, du 2,4-octadiénal, du 2-hepténal, du 2-

octénal, de l'hexanal, du 2,4-heptadiénal, du 2,4-hexadiénal , buténal, propanal et 2-propénal 

(également connu sous le nom d'acroléine)(Zhang et al. 2017, 2021; Chang et al. 2022). 

Significativement, tous ces composés générés par la dégradation des huiles de cuisson ont des 

effets nocifs sur la santé humaine et sont reconnus comme ayant des effets mutagènes, 

cancérigènes, neurotoxiques et hépatoxiques, entre autres (Tsoutsos et al. 2016). Précisément, 

plusieurs paramètres sont utilisés pour évaluer l'extension des réactions chimiques et la 

dégradation des huiles de friture répétées, tels que l'indice de saponification (mesure la masse 

moléculaire moyenne des acides gras), l'indice d'acide (quantifie le pourcentage de FFA), 

l'indice d'iode (mesure le degré d'insaturation de l'huile), indice de peroxyde (indicateur de 

l'oxydation initiale), indice de p-anisidine (mesure l'oxydation de l'huile), indice d'oxydation 

totale (estime la détérioration oxydative des lipides de l'huile), indice d'acide 2-thiobarbiturique 

(estime l'oxydation des graisses polyinsaturées acides) et composés polaires totaux (mesure la 

dégradation thermo-oxydative de l'huile de friture) (Katre et al. 2017; Lopes et al. 2019; 

Fabiszewska et al. 2021, 2022b). 
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Alors, dans l'industrie alimentaire, la valeur maximale de chaque paramètre autorisée 

jusqu'au rejet de l'huile de friture dépend du type d'aliment frit. Les paramètres physiques des 

huiles végétales, tels que la couleur, la viscosité, la densité et la tension superficielle, sont 

également affectés par les processus de friture. Certains des changements physiques peuvent 

être rapidement évalués par inspection visuelle et sont des indicateurs de la qualité de l'huile 

usée. L'augmentation de la noirceur de l'huile de cuisson est attribuée au développement de 

pigments lors de l'oxydation des acides gras, des réactions de Maillard et de l'oxydation des 

composés phénoliques des huiles végétales. La viscosité du huiles usée augmente avec le 

nombre de cycles de friture en raison des dimères non polaires et des composés polymères de 

haut poids moléculaire produits lors de la polymérisation des TAG(Ahmad Tarmizi et al. 2013) 

Malgré les substances indésirables produites lors de la friture des aliments, qui peuvent avoir 

un impact négatif sur l'environnement et la santé humaine, ce processus de cuisson est de plus 

en plus populaire,  car la friture améliore les propriétés sensorielles (saveur frite unique, couleur 

brun doré et texture croustillante), et  comme l'utilisation d'huiles végétales sur la friture des 

aliments ne doit pas être prolongée, une accumulation de huiles usée est inévitable (Lopes et al. 

2019). 

Au cours des dernières décennies, la quantité d'huile de cuisson usagée (HCU) a été 

augmenter, avec un taux allant jusqu'à 2 % par an, en raison de l'augmentation de l'alimentation 

et, surtout, la consommation de fast-food par la population humaine (Mannu et al. 2019, 2020). 

La production mondiale annuelle d'huile usée est de 41 à 67 millions de tonnes. L'Organisation 

des Nations Unies pour l'alimentation et l'agriculture estime que la consommation annuelle 

moyenne d'huile végétale à usage alimentaire atteindra 23,5 kg par habitant, avec une prévision 

croître de 0,9 % par an jusqu'en 2025 (Lopes et al. 2019).  On estime qu'environ 1 à 2,5 millions 

de tonnes métriques par an d'huiles usée sont générées dans les pays de l'Union européenne 

(UE) (Mannu et al. 2020). Cependant, le niveau actuel de collecte est très faible puisqu'il varie 

entre 0,7 et 1 million de tonnes métriques par an (De Feo et al. 2020). 

D'une part, l'élimination finale des huiles usée est une lourde charge en raison de son 

volume élevé,  et  l'évacuation irrationnelle des huiles de cuisson usagées dans les égouts 

entraîne des problèmes d'exploitation et de maintenance dans les stations d'épuration 

municipales qui augmentent considérablement leurs coûts de traitement (Kulkarni and Dalai 

2006). ou  un litre d'huile de cuisson usagée déversé dans l'environnement peut polluer 0,5 

million de litres d'eau, entraînant ainsi de graves problèmes économiques et 

environnementaux(De Feo et al. 2020). L'huiles usée a des composés qui persistent dans 
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l'environnement pendant de nombreuses années, augmentent la charge organique sur les sources 

d'eau et forment une fine couche à la surface de l'eau qui réduit la concentration d'oxygène 

dissous requise pour les espèces subaquatiques, modifiant l'écosystème(Guerrero et al. 2011) . 

Ces déchets riches en lipides peuvent entraver le traitement des eaux usées en raison de 

l'adsorption d'acides gras à longue chaîne (LCFA) sur la biomasse (qui cause des problèmes de 

flottation des boues et de transfert de masse), de la formation de mousse (résultant de 

l'accumulation de LCFA non dégradés) et de l'inhibition des communautés microbiennes 

anaérobies (suite à une augmentation des LCFA)(Appels et al. 2011).D'autre part, lorsque huiles 

sont mélangées ou jetées avec les déchets ménagers et incinérés à l’air libre, ce qu’il peut 

engendrer des rejets atmosphériques polluants. Ainsi que Lorsque elles sont déversées dans la 

nature elles influencent le sol en modifiant sa composition chimique ce qui peut rendre ce sol 

non fertile à long terme. Pour réduire les impacts négatifs sur les écosystèmes, il devient urgent 

la gestion, le recyclage et la valorisation des huiles usée et pour améliorer leur disponibilité en 

vue de leur réutilisation dans différents processus industriels, tels que les biolubrifiants, le 

biodiesel, les additifs pour les asphaltes, les aliments pour animaux, entre autres(Mannu et al. 

2020).  

Dans de telles circonstances, les autorités gouvernementales en matière de préservation 

de l'environnement à travers le monde ont fortement encouragé éviter la pratique illégale de 

décharge de l'huile de vidange par le système d'égout public et la collecte huiles usée ainsi que 

le bon transport et traitement des huiles usée par les opérateurs agréés et leur valorisation 

potentielle en produits à valeur ajoutée. Cependant, de nombreux pays n'ont pas de législation 

spécifique pour l'huiles usée et les pratiques de gestion adoptées ne sont pas identifiées, en 

particulier dans les pays très peuplés et sous-développés. Le recyclage et la réutilisation des 

huiles usée peuvent minimiser les impacts environnementaux et technologiques tout en 

contribuant à une efficacité économique, selon le concept d'économie circulaire (Lopes et al. 

2018, 2019). Traditionnellement, les huiles usée étaient utilisées comme composant de 

l'alimentation animale. Cependant, en 2002, cette application a été strictement interdite dans 

l'Union européenne pour éviter le transfert de composés cancérigènes au corps humain via la 

chaîne alimentaire(Lam et al. 2016). 

Alors, la transformation de huiles usée en biodiesel domine la réutilisation de ces déchets 

huileux car, parmi les biocarburants, le biodiesel produit à partir de huiles usée a les émissions 

de gaz à effet de serre les plus faibles (Wallace et al. 2017a, b) ce qui a conduit à la mise en 

place de stratégies mondiales et à l'augmentation des subventions à la production (allégements 
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ou exonérations fiscales ou prix avantageux) (Rincón et al. 2019). Cependant, les coûts de 

transformation sont encore élevés et les conditions utilisées dans les méthodes de friture, ainsi 

que le matériau frit (légumes, viande, poisson), provoquent des modifications physiques et 

chimiques de l’huiles usée qui affectent la production de biodiesel. La teneur élevée en acides 

gras libres et en eau (qui rendent difficile la séparation des esters du glycérol et forment du 

savon) et la présence d'acides dimères et polymères et de glycérides dans l'huile usée (qui 

augmentent sa viscosité) pourraient interférer dans les réactions de transestérification et affecter 

le résultat final qualité du biodiesel. De plus, la quantité de huiles usée disponible pour la 

production de biodiesel ne peut pas répondre à la demande croissante de ce carburant 

renouvelable dans un avenir proche et seulement 1,5 % de la consommation de diesel de l'UE28 

pourrait être remplacée par du biodiesel obtenu à partir de huiles usée(Wallace et al. 2017b; 

Lopes et al. 2019). 

Bien que le principal concept de bioraffinerie autour de l’huiles usée soit axé sur le 

biodiesel, d'autres options de valorisation ont été exploitées, notamment son utilisation comme 

matière première pour la production de savons, de résines, de polymères, de graisses lubrifiantes 

et de polyuréthane. L'huile usée peut également être utilisée comme source de production 

d'énergie, telle que le biohydrogène, l'huile pyrolytique, l'électricité (par combustion directe), 

les hydrocarbures (par gazéification et liquéfaction) ou mélangée à des combustibles solides 

(Lopes et al. 2019). 

Certains de ces processus ne sont pas respectueux de l'environnement, il convient donc 

de rechercher des solutions plus éco-efficaces, comme les approches biotechnologiques qui 

utilisent des micro-organismes pour la conversion de l'huile usée n produits utiles, huiles 

fonctionnelles et compléments nutritionnels(Katre et al. 2017; Al Mualad et al. 2022). 

D.2.2. Résidus obligatoires des processus industriels 

Les résidus obligatoires des processus industriels telles que l'industrie pétrolière, les 

raffineries de pétrole, les bains de rinçage de la transformation des métaux, l'industrie de 

fabrication de lubrifiants. Aini que l'industrie agroalimentaire comme l’effluent de l'huilerie de 

huile olive (Margine) ; effluent de l'huilerie de palme ; des effluents laitiers (Cas de 

lactosérum)...ect.  Ils génèrent de grandes quantités d'effluents contenant des graisses, des 

fractions pétrolières telles que le diesel, des hydrocarbures hydrophobes et des tensioactifs. De 

nombreux déchets industriels contiennent des mélanges de différents produits chimiques 

organiques et inorganiques(Bankar et al. 2009b; Kim et al. 2021). 
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D.2.2.1. Déchets de l'huilerie de l’huile olive (Margine) 

La production d'huile d'olive est une industrie agricole traditionnelle, Les pays 

méditerranéens produisent à eux seuls 97% de la production totale d'huile d'olive, tandis que 

les pays de l'Union européenne (UE) en produisent 80 à 84%. Le premier pays producteur 

d'huile d'olive est l'Espagne (890 100 t en 2002), puis l'Italie (614 950 t), la Grèce (402 703 t) 

et la Turquie (168 700 t), suivis de la Tunisie, du Portugal, du Maroc et de l'Algérie. Les eaux 

usées résultant du processus de broyage s'élèvent à 0,5–1,5 m3 pour 1000 kg d'olives selon le 

processus. Une grande quantité de déchets liquides résulte de l'extraction de l'huile d'olive. ils 

rejetées soit dans des cours d’eau, soit  épandues sur le sol (Kachouri et al., 2005 ; Paraskeva 

and Diamadopoulo,s 2006). Donc, Il représente l'un des effluents industriels les plus polluants 

pour les écosystèmes terrestres et aquatiques, et il peut constituer un grave problème 

environnemental s'il est déversé à grande échelle dans la nature (Berndt et al. 1996). Cet effluent 

se caractérise par des valeurs élevées de demande biologique en oxygène (DBO) (100 kg/m3) 

et de demande chimique en oxygène (DCO) (220 kg/m3)(Ben Sassi et al. 2006; Lopes et al. 

2009; Yousuf et al. 2010; Sarris et al. 2013).  

Sa composition varie considérablement selon le procédé utilisé pour la production 

d'huile,le type et la maturité des olives, la région d'origine, les conditions climatiques et les 

méthodes de culture/transformation associées, mais il contient généralement de fortes 

concentrations de polluants organiques : pectines, sucres, lipides et composés aromatiques dont 

les phénols monomères tels que le tyrosol, l'hydroxytyrosol, les acides hydroxybenzoïque et 

cinnamique, et les polyphénols tels que comme flavonoïdes, tanins hydrolysables et condensés 

(Hamdi 1993a, b; Hamdi et Garcia 1993; Hamdi et Ellouz 1993). 

Alors que certains des phénols monomères présentent des activités phytotoxiques et 

antimicrobiennes(Capasso et al. 1992), les phénols polymères, tels que les tanins condensés, 

ont de forts effets toxiques sur les animaux et les micro-organismes(Bhat et al. 1998) (Bhat et 

al. 1998), et sont également responsables de la couleur noire récalcitrante des OMW stockées 

(Pérez et al. 1992; Aggelis et al. 2003; Rahmanian et al. 2014). 

Les charges polluantes élevées de composants trouvés dans les margines (glucides, 

polysaccharides, sucres, lipides et composés phénoliques) qui provoquent une décoloration et 

une réduction de l'oxygène dissous dans la rivière, en font l'un des effluents les plus polluants 

produits par les industries agroalimentaires(Rahmanian et al. 2014).  
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Par conséquent, les déchets industriels doivent être traités avant d'être rejetés, sinon les 

effluents non traités causeraient de graves dommages au système aquatique. La forte odeur 

nauséabonde de l' margines causerait également un problème environnemental aux populations 

environnantes(Frascari et al. 2016; Reis et al. 2018). 

La grande variété des composantes trouvées dans les margines nécessitent des 

technologies différentes de traitement pour éliminer les agents polluants ayant des effets nocifs 

sur l’environnement. Plusieurs méthodes sont applicables tels  que   traitements  physico-

chimiques  (coagulation/floculation,  filtration  sur  membrane…)    et  traitements  thermiques  

(incinération,  évaporation,…) .  Ainsi que Le traitement par des bassins d’évaporation 

naturelle, la technique la plus usitée en raison de sa simplicité. Néanmoins, elle permet une 

évaporation partielle et lente de ces eaux et elle provoque des effets néfastes sur le sol et peut 

même atteindre la nappe phréatique par filtration de ces eaux usées, mais la bioremédiation 

reste en fait la méthode la plus simple, la moins chère et la plus naturelle pour le traitement des 

margines (Bankar et al. 2009). 

En effet, le sol comprend de nombreux micro-organismes, notamment filamenteux 

champignons, capables de se développer en présence d'OMW et caractérisés par une synthèse 

efficace d'enzymes hydrolytiques (Tardioli et al. 1997; Sarris et al. 2017) ; d'autre part, certains 

chercheurs ont découvert que la quantité importante de substances organiques dans l' margines 

en faisait un excellent candidat de la biomasse pour la production d'énergie avec le processus 

de récupération approprié (Kıpçak and Akgün 2013). 

D.3. Bioprocessus pour environnementales et industrielles  

L'élimination d'huiles non traitées dans les éviers peut causer de graves problèmes 

environnementaux tels que la contamination de l'eau, le lessivage et la propagation d'odeurs 

putrides lorsqu'elles sont éliminées dans le milieux environnants. Le large éventail de 

composants présents dans les margines nécessite différentes techniques de traitement pour 

éliminer les polluants ayant des effets nocifs sur l'environnement. Différents procédés sont 

applicables tels que les traitements physiques et chimiques (coagulation/floculation, filtration 

membranaire, etc.), et les traitements thermiques (incinération, évaporation, etc.)((Martínez et 

al. 2015; Fabiszewska et al. 2022b). Cependant, il  provoque des effets néfastes sur les terres et 

peut même atteindre la nappe phréatique en filtrant ces eaux usées.  
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Les méthodes physiques, chimiques et biologiques actuelles de traitement des eaux usées 

contenant de l'huile sont incapables d'assimiler complètement les hydrocarbures hydrophobes 

présents dans le flux de déchets. Les traitements biologiques (par levures) sont la technologie 

la plus sûre (Fabiszewska et al. 2021, 2022b; Kim et al. 2021). Tous ces substrats hydrophobes 

sont internalisés dans le compartiment cellulaire de la levure oléagineuse en créant certaines 

modifications à la surface comme des saillies qui contribuent à augmenter la surface de contact 

entre le substrat hydrophobe et la levure(Bankar et al. 2009b; Lopes et al. 2019; Patel 2020). 

Une autre considération est la transformation de ces composés à faible coût ou à coût négatif 

en une gamme de composés à valeur ajoutée utilisant des technologies enzymatiques et 

microbiennes. Les micro-organismes oléagineux sont étudiés depuis de nombreuses années en 

raison de leurs propriétés et de leur application potentielle dans l'industrie et le traitement des 

eaux usées(Al Mualad et al. 2022). 

 

La conception de stratégies impliquant des micro-organismes pour simultanément 

dégrader les déchets et obtenir des produits à haute valeur ajoutée a été développée par plusieurs 

chercheurs tableau 3. 

Concernant la préservation de l'environnement et les coûts de la bio-production ont fait 

de la biodégradabilité un critère de conception critique en termes de sélection des matières 

premières. Donc, avec la génération accrue d'huiles dechetes, elles peuvent être considérées 

comme des matières premières pour les processus microbiens et une application durable afin 

environnementales et industrielles(Bankar et al. 2009b; Lopes et al. 2019; Cao et al. 2022). 

 

Donc, des sources de carbone pour des bioprocessus (milieux de culture), doivent 

répondre notamment pour le développement durable dans la mesure du possible par les critères 

suivants: (a) provenir de substrats bon marché, (b) être économiquement disponibles tout au 

long de l'année, (c) être facilement désinfectables, (d) permettre un rendement maximal de la 

biomasse et de la formation de produits, (e) être compatibles avec différents modes de culture 

(par lots, par lots alimentés ou en continu), (f) ne pas générer de déchets nocifs et en quantité 

supérieure au résidu initial et (g) être faciles à manipuler à toutes les étapes de la culture 

(production, extraction, purification et traitement des déchets)(Lopes et al. 2019; Cao et al. 

2022). En complement, Les matériaux hydrophobes utilisés comme matière première pour la 

production de biomasse et de lipides par la levure oléagineuse peuvent être des acides gras 

libres obtenus à partir d'un flux de déchets industriels, des huiles de cuisson usagées, des 
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effluents d'industries laitières et productrices de beurre et des huiles de poisson usages(Santos 

et al. 2013; Katre et al. 2017; Dourou et al. 2018; Cao et al. 2022). 

 

D. 3.1. Utilisation des huileux Déchets dans les cultures de levure  

 Concernant la préservation de l'environnement et les coûts de la bio-production ont fait 

de la biodégradabilité un critère de conception critique en termes de sélection des matières 

premières. Donc, avec la génération accrue d'huiles dechetes, elles peuvent être considérées 

comme des matières premières pour les processus microbiens et une application durable afin 

environnementales et industrielles. Actuellement, les déchets huileux ont le potentiel d'être un 

substrat peu coûteux et abondant pour la croissance microbienne et la production de metabolites 

tels que lipases, carotènes, acide citrique, érythritol ou pour l'accumulation de lipides 

microbiens(Bankar et al. 2009b; Lopes et al. 2019; Cao et al. 2022), répondant aux critères ci-

dessus. L'utilisation les déchets huileux directement comme matière première pour les 

processus microbiens est une excellente occasion de réduire les coûts de production de 

composés précieux et également d'augmenter la valeur économique de ces déchets, car ils sont 

considérés comme dangereux pour l'environnement et ont des processus de dégradation 

exigeants en énergie , par example, Au lieu d'utiliser de l'huile végétale pure pour la production 

de biodiesel par des levures oléagineuses, les substrats huileux obtenus à partir du flux de 

déchets peuvent servir de moyen pour réduire la production totale coût(Bankar et al. 2009b; 

Katre et al. 2012; Al Mualad et al. 2022).  

 

Donc, Le recyclage et la valorisation des déchets huileux ont été recommandés pour 

réduire les effets négatifs des déchets huileux sur les écosystèmes. Par exemple ,la biomasse ( 

lipides fonctionneles  et/ou biodiesel), du savon, de la graisse lubrifiante, du polyuréthane, du 

polyhydroxybutyrate, du biohydrogène, de l'huile pyrolytique et de l'électricité peuvent être 

produits à partir de  les déchets huileux(Lopes et al. 2019). En complement, La production de 

biosurfactants à partir des déchets huileux peut être un procédé à forte valeur ajoutée (Sarris et 

al. 2019b). 

 

Les biosurfactants, les composés tensioactifs produits par les bactéries, les levures et les 

champignons, ont reçu une attention considérable en raison de propriétés uniques telles qu'une 

biodégradabilité élevée , une écotoxicité minimale ou nulle, excellente activité tensioactive, et 

bonne biocompatibilité, par rapport aux tensioactifs classiques issus de la pétrochimie.Parmi 

divers biosurfactants, les sophorolipides (SL) ont été largement étudiés pour des utilisations 
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académiques et industrielles, et ont été largement appliqués aux industries de la cosmétique, de 

la biomédecine, de la bioremédiation, du nettoyage, de l'alimentation, de l'agriculture et du 

pétrole. Dans plusieurs cas, ces micro-organismes ont été utilisés à la fois pour dégrader les 

graisses et consommer les acides gras (AG) libérés pour la croissance, transformant à la fois les 

matières grasses intra-cellulaires et extra-cellulaires en « nouveaux » lipides présentant une 

composition différente en AG par rapport au substrates initial. L'incorporation d'un substrat 

lipidique dans la cellule microbienne et les modifications intracellulaires des AG sont définies 

par les capacités enzymatiques des micro-organismes(Bankar et al. 2009b; Tzirita et al. 2018a; 

Karim et al. 2021).   

 

Divers micro-organismes tels que les champignons filamenteux, les bactéries et les 

levures sont bien connus en tant que micro-organismes lipolytiques. Parmi des micro-

organismes pour simultanément dégrader les déchets huileux et obtenir des produits à haute 

valeur ajoutée est levure oliageneuse telles que Starmerella bombicola (Candida bombicola), 

Rhodotorula bogoriensis, Candida stellata et Candida batistae produisent des 

bioproduits(Bankar et al. 2009). Ils ont la capacité d'utiliser l'huile de carbone comme source 

de carbone et d'énergie et de les convertir en métabolites à valeur ajoutée et respectueuses de 

l'environnement(Sarris et al. 2019). En particulier, levures non pathogènes Yarrowia lipolytica 

ont été largement étendues pour des utilisations académiques et industrielles , et ont été 

largement appliquées aux industries de la cosmétique, de la biomédecine, de la bioremédiation, 

du nettoyage, de l'alimentation, de l'agriculture et du pétrole(Braga and Belo 2016a; Katre et al. 

2017; Lopes et al. 2019). En complement, la levure Yarrowia lipolytica est mise en évidence 

en raison de son activité extracellulaire et intracellulaire(Darvishi et al. 2017). Ici, l'utilisation 

des déchets huileux(margine et huiles usée) comme matière première pour les processus 

microbiens sera discutée par levure oliageneuse Yarrowia lipolytica, et des données récentes 

illustrant la diversité de la capacitee yarrowia lipolytica  et des métabolites produits à partir les 

déchets huileux seront présentées.   

 

D.3.2. Potentiels de Yarrowia lipolytica 

Yarrowia lipolytica est un agent biologique très efficaces pour se développer sur 

différents types de substrats renouvelables et de déchets issus du secteur industriel et agricole. 

Ils sont capables de consommer des sources de carbone sucrées (pentoses et hexoses) ainsi que 

des sources de carbone non sucrées (telles que l'éthanol, le lactate, le glycérol et l'acétate) quelle 

que soit leur origine, ces en raison de son activité extracellulaire et intracellulaire, elle possède 
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plusieurs familles multigéniques qui participent aux voies cataboliques et métaboliques pour la 

dégradation d'une large gamme de substrats hydrophobes et leur assimilation ultérieure en 

acides gras, triacylglycérols et alcanes dans leur compartiment cellulaire et convertir le dechetes 

en un composé à haute valeur ajoutée tels que lipases, carotènes, acide citrique, érythritol ou 

pour l'accumulation de lipides microbiens(Bankar et al. 2009; Katre et al. 2017; Lopes et al. 

2019).  

 

En complement, Yarrowia lipolytica est un outil biologique adéquat pour la 

biodégradation des substrats à haute teneur en matières grasses, ces est en raison de son activité 

de lipase extracellulaire et en créant certaines modifications à la surface comme des saillies qui 

contribuent à augmenter la surface de contact entre le substrat hydrophobe et la levure (Lopes 

et al. 2018). Y. lipolytica sécrète une large batterie de lipases extracellulaires pour hydrolyser 

le substrat gras (Lopes et al. 2019). Donc, Ces acides gras peuvent être utilisés pour soutenir la 

croissance de micro-organismes ou stockés sous forme de gouttelettes lipidiques avec une 

composition en acides gras similaire ou différente par rapport au substrat hydrophobe initial, 

entraînant des changements de composition et souvent une amélioration du profil des acides 

gras (Lopes et al. 2018). Y. lipolytica a été approuvé comme GRAS (Generally Recognized As 

Safe) dans plusieurs procédés industriels(Coelho et al. 2010). 

 

D.3.3. Application envienimental de Y.lipolytica  

Avec la population mondiale en constante augmentation et avec le développement 

économique industriel et la consommation excessive d'énergie provenant du pétrole et des 

hydrocarbures, les environnements soit l'air, le sol ou l'eau devient pollués par divers matériaux 

tels que les composés de carbone lourds et xénobiotiques et autres sont l'une des principales 

causes des catastrophes environnementales. La pollution de l'environnement est désormais plus 

grave(Thevenieau et al. 2009; Bankar et al. 2009b; Darvishi Harzevili 2014). Carrément, on a 

besoin à une stratégie de restauration de l'environnement qui respecte l'environnement, permet 

de convertir des matières toxiques en matières non toxiques ou en petites molécules chimiques 

utilisées pour l'assimilation, Et c'est par utilisée biotechnologique des microbiens pour 

l'élimination des pollution de l'environnement par micro-fermentation(Bankar et al. 2009).  
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Tableau 3. Base biotechnologie de Yarrowia lipolytica pour l'élimination des pollutions de 

l'environnement et valorisation simultanés. 

Souches 

Y. lipolytica 

Sources carbone  Trématent /réduction / production Référence 

 

 Polluant (Différents flux de déchets industriels-agricoles-alimentaire ;  Produits toxiques) et  sous-produits  
 

NCIM 3589 
 

 

WCO 

 

Accumuler des lipides 60%  (0.062, g L−1 h−1) 
Accumuler des lipides  > 20%,   (0.43 g g-1) 

Productivité lipidique de 0,042 g L-1 h1 

 

Katre et al. 2017  
Katre et al. 2012  

Katre et la., 2018 
M53  WCO Erythritol 21.8 g/L ;   CA 12,6 g / L   

Erythritol  22.1 g/L ;   lipase 12,7 U / mL   

Erythritol 114,3 ± 1,8 g / L  ; Erythritol 185,4 mg / g 

Liu et al.2018 

liu et al.2017b 

liu et al.2019a,b 
Po1g (YL6) VCOs (WCO) produit des FAEE à 37,6 mg / L Tee-Kheang et al., 2019  

YB 423-12 Différentes sources d'huile 

Résidus de l'industrie pétrolière 

production  5,34 ± 0,94 g / L CA de  l'huile de bourrache 

 produit 12,32 ± 1,54 U / mL lipase de THN  

Production lipidique  (%, g/g) 61.67 ± 0.26 % de  l'huile de lin 

Saygun  et al., 2014 

W29 (ATCC 20460) WCO Production  lipides  53%  P.S.  lipase activity (12 000U.L−1) Lopes et al., 2018 

MUCL 28849 Glycerol + VFA 
Glucose + VFA 

production en lipides 34.59 %  
production  en lipides 40,22 %  

Fontanille et al., 2012 

ATCC 9773 Déchets laitiers Elimination des graisses (88 %)  

Réduction 43,32%  de DBO5 ; 44,30%. de DCO 

Dunoyer et al., 2019 

NC-D,  NC-I WCO Teneur en lipides ≥ 57,89% ; ≥  61.64% Bialy et al., 2011 

SWJ-1b WCO  Production lipidique  42,1 g / 100g P.S ; 31.7 g/L CA ;  6,5 g / l ICA 

Elimination  WCO (93,3 %)  

Liu et al.2015b  

YLY WCO et mélasse,  glycérol brut production de lipase 16420 U / ml et de SCP151,2 g / L Yan et al., 2012,2018 

CECT 1240 WCO Réduction 97% COD  avec la production de  lipase Domınguez, 2010 

Po1g  WCO D-limonène et le L-limonène 2,514 et 2,723 mg / L.  Pang,et al., 2019 

ATCC 20460 DLWSH Production de lipides   4.4 %   Yu XC et al., 2011 

LFMB 20 WCO  Elimination des graisses 90%WCO et 88% beurre 

Accumuler des lipides 1.06  g/L d’huile ; 0.86 g/L  de beurre 

Tzirita et al., 2018 

Po1g WCO Production du bisabolène Zhao et al., 2020 
CICC 31596 VFAs  Production de lipides 29.91 ± 0.66%   Gao et al., 2017 

ATCC 20460 FWHB Teneur totale en acides gras (%) 11.5±5.2 

Réduction COD  207.3±21.0 mg / L 

Chi et al., 2011 

NCYC 2904 Okara (résidu de soja) Augmenté les quantités de lipides, de succinate et d'acides aminés 

libres, et a amélioré la capacité antioxydante.  augmentation 

marquée des goûters umami importants.   

Vong et al., 2016 

DSM 8218 FW Production  de  lipides de 49,0 ± 2% sur la base du poids sec Johnravindar et al., 2017 

IMUFRJ 50682 Déchets de mangue  Production -lipase 68,03 U / (g de résidu)  Pereira et al., 2019 

PSA02004 

YSC 

FVW 

Xylose 

Production  d'acide succinique (SA)  43,1 g L-1  

𝜶-linolenic acid (ALA) 0.52 g L−1;  riboflavin 96.6 mg L−1;  
triacetic acid lactone (TAL 

Li et al., 2018 

 

Li et Alper 2019 

A-101-1.22 Glycérol brut Production des acide citrique  112 g L−1 Rymowicz et al, 2010 

ACA-DC 50109 OMW /  Glucose 
Glycérol brut 

Production des acide citrique 28.9 g/L ; polyphone 15%  
Production des acide citrique 62.5 g/L  

Papanikolaou et al., 
 2008 a,b 

ACA-YC 5031 OMW / Glycerol Production des acide citrique 54.0 g/L  , de lipides35.1% 

réduction de couleur (≈40,0%) ,  phénoliques entre 52,0 et 62,0% 

Tzirita et al., 2019 

NCIM 3589 Déchets PKC Production de  lipase 18,58  et  26.42 (U / g ds)  Imandi et al., 2010a, b 

ACA ‐ YC 5033 OMW/glucose 

 

Décoloration 58% et - phénoliques  51 %;  

Production  15.8 g/LCA  , 52.0 g/L CA ;   48%  de lipides 

Sarris et al., 2011 , 2017 

ACA-DC 5029 OMW + Glycérol 

 

Production  37.0 g/L et 79.0 g/L CA, 20%  de lipides 

Décoloration (~ 30%) ;  phénoliques  10 % ;  66.0 g/L Erythritol 

Sarris et al., 2019 

Y. lipolytica S11 
Y. lipolytica A6 

LGAM S (7) 

OMW 
OMW + Glycérol 

OMW +  Glucose 

Accumuler des lipides (15-25%, p / p) 
produit du mannitol 13.4 g/L 

produced CA  30.3 g/L  

Dourou et al., 2016 

CLIB40 OMW Réduction  COD (73%) ; 3,2 g / L de la biomasse   Hamimed et al.2020 
LFMB 19, LFMB 20 

ACA‐YC 5033 

Déchets (glycérol brut) Production  polyol mannitol 6,0 g / L  ;  

Production CA 50,1 g / L ; Accumuler des lipides  2,0 g / L 

André et al., 2009 

 

CECT 1240 Noix triturées ; son d'orge  Production lipase (23 kU l-1) ;  (21 kU l-1) Domínguez et al., 2003 
W29 OMW Production  lipase 6 g / L 

Réduction DCO  80% ; des phénols 70% 

Araujo et al.,2005 

62 dif-strains OMW (dilué ou non) Réduction 1.47-  41,% COD ;  ≤ 78.2% polyphenol Lanciotti et al., 2005 
ATCC 9773. Fww (SW) Réduction DBO5 43,07% et DCO 44,35% 

Dégradation 83% d'huile  

Mendoza et al., 2019 

QU21 Déchets industriels  (CrGly) Rendement lipidique 1,27 g / L Poli et al., 2014 

AWG7 Effluent( glycérol brut) Production  de CA 1,3 g dm-3 h-1.   Rywinska et al.2011 

Y.L. (M1 and M2) AIWW produit  lipase (11 et 8,3 U / ml) ; CA 27 et 8 g / l Mafakher et al.2010 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852414003885#!


ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

62 
 

WCO: waste cooking oil ; OMW: olive mill wastewaters ; OWW : oil wastewater ; POME: palm oil mill effluent ; DSCBH : 

detoxified sugarcane bagasse hydrolysate ;  TSGC : Tourteau de soja et grines de coton ;   VORW : vegetable oil refinery wastewater 

;  LC-TDWW : lignin-like Dyes and textile dyeing wastewaters  ; AIWW: agro-industrial wastewater ; PWMWW : Food Waste and 

Municipal Wastewater VCOs : vegetable cooking oils ;  COD : chemical oxygen demand ; DBO : demande biochimique en oxygène  ; 

BOD : biological oxygen demand ; FWW (SW) : Food wastewater ;  DLWSH : Detoxified liquid wheat straw hydrolysate ; FWHB : 

Food wasts hydrolyzsd both ;  FVW: Fruit and vegetable waste ; FW : Food wasts ; TNT : trinitrotoluène ; TPOMW: two-phase olive 

mill waste ;  OOC: olive oil cake. 

 

 

 

 

 

 

 
 

MBRC-10073 DS (déchets de poisson) Réduction 46% COD Yano et al., 2008 

NCIM 3589 Déchets d'ananas Production 202.35 g/kg de CA Imandi et al.2008 

VKM Y-2373 Déchets  l'huile de colza 

Déchets de biodiesel 

Production 77.1 g/l de CA avec + lipase 

Production 79–82 g/L  de   citrate trisodique 

Kamzolova et al.2007 

Kamzolova et al.2011 
A-10 Déchets  l'huile de colza Production (KGA) 72.0 g/L ,   (PA) 48.1 g/L Krzysztof et al., 2018 

W29 (ATCC 20460) OMW Production lipides 55 % ; Réduction COD 50 % ;  Phénoliques 1 % Goncalves et al., 2012 

W29  
IMUFRT 50682 

OMW Réduction 54 - 79% COD ; 43 – 72 % polyphenol 
Réduction 75 à  80% COD ; 39 à 68% polyphenol 

Lopes  2009 

CBS6303 VORW Production  lipides 60% ;  8UmL− 1 lipase ;  Réduction 80% COD   Darvishi et al., 2019 

W29 ATCC 20460 
CBS 2073 

IMUFRJ 50682 

 
OMW 

 

Réduction 21.6 - 52,6% COD ; 19.2 – 31.3 % polyphenol 
Réduction 23.5 - 51.3% COD ; 25.3% polyphenol 

Réduction 23.1 -  50.9% COD ; 20% polyphenol 

 
Goncalves et al.,  2009 

CBS 6303 POME Réduction DCO 16%, DBO 27% (26% , 3 7 %  avec + Lips) Mireille et al.,2015 

rM-4A POME Réduction  phénolique (36%) ; triglycérides (98,5%) ; DCO (60,3%) Theerachat et al., 2017 

NCIM 3589 POME Réduction  99 % COD ; 80% BOD Oswal 2002 et Lam2011 

TISTR 5151 POME Accumulées lipide 33%  1,64 ± 0,03 g / L ; 40,9%  FAME 

Activité de lipase ( 3353 ± 27 U / L, ) 

Réduction  81.2 ± 7.6 % COD  

Louhasakul et al., 2016 

NRRL Y-1095 OMW-OOC Produit la lipase 40 UI g-1 ; le traitement alcalin de l'OOC  Moftah et al., 2013  

ATCC 20255 OMW Réduction 80% COD ;  Production (lipase) 770 U/L Scioli etVallaro 1997 

ATCC 20255 OMW Réduction 80% COD De Felice et al., 1997 

Y (SSA1642) YSR-
19 

Y-BC-SH 

Lignocellulolytic (xylose) Production  lipides  52,17 ± 1,09% p / p ; lipases et  xylanase 
Décoloration azoïque  94.3%    

Réduction 79% COD  

Ali et al., 2020a 

IMUFRJ 50682 TSGC Production (lipase) 139 ± 3 U / g ; 102 ± 6 U / g en (SSF) Farias et al., 2014 
OYC-Y.BC.SH LC-TDWW productivité lipidique (1,56 g / L / jour) et lipase (170,3 U / mL)  

Décoloration  Red HE3B 82% ;  Désintoxication 

Ali et al., 2020b 

Po1g DSCBH Production de lipides   58.5 %  Tsigie et al., 2011 
LGAM (7)1 TPL . aqueous extrac Production de lipides   33% Aggelis et Komaitis 1999 

 Graisses industrielles Production de lipides   44.0% Papanikolaou  et al., 2001 

IMUFRJ 50862 Huile brute Dégrader 90% des n-alcanes, 97% des naphtalènes et  95% des 
phénanthrènes 

Martins et al., 2012 

NCIM 3589 Pétrole brut 78% de la fraction aliphatique du pétrole brut(c-libre) ;  

92% de la F-A- de l'huile fournie (immob) 

Zinjarde et Pant, 2000 

W29  OWW Réduction 67-82% COD Wu et al., 2009 

IMUFRJ 50682 TPOMW  Production (lipase) 7.8 U/g*h Lopes et al., 2016 

A101 
AJD pAD-DGA1 

Divers déchets industriels. 
déchets  (SW-CG)  

Accumulation de lipides dans jusqu'à 21% du poids des cellules 
sèches par la souche modifiée  (+ de C16 , 18 ) ; SCO 

Dobrowolski et al., 2016, 
2019 

AUMC 9256 Eaux usées Elimination Cu 2 des eaux usées de l'industrie céramique El-Sayed, 2018 

W29 (ATCC 20460) porc lard Production lipides de 58% ; 9,2 g · L-1 CA ; 192 mg·L-1·h-1lipase Lopes et al., 2018 
A – 101 Sols contaminés par l'essence. Dégradation de la zone de contamination  Zogala et al., 2005,2009 

NBRC 1658 Black5 Décoloration de 97% de 50 mg / L Aracagoh 2013 
RM7/11 Gas-oil; n_hexa et n_dodecane Réduction 68% ; 40% .35% COD Margesin et al., 2003 

SM7 Glycérol brut ; Déchs- crustacés Surproduire l'enzyme lipase jusqu'à 25 à  40 g L⁻¹ Magdouli et al. ; 2017 

NCIM 3589 Pétrole ; n_hexadecane Réduction 10–15% COD ; 40–60% COD Zinjarde et al., 1998 
LPSC605 Dibenzofuran 

Diphényle 

Produire  2-hydroxydibenzofurane 

Produire 4 hydroxydiphényle et 3,4 dihydroxydiphényle 

Romero et al.,2002 

Oh et al., 2000 

Y103 Phénol, 4 chlorophénol Produire du catéchol (semialdéhyde 2-hydroxymuconique) Lee et al.,  2001 

NCIM 3589 TNT Formation du complexe (H-TNT) et la formation de dérivés aminés. Jain et al., 2004 

M53 Glycérol  Erythritol 169.3 g/L liu et al.2017a 

LFMB 19 Glycérol brut Production Mannitol 19,4 g / L ; AA 29,2 g / L ; CA (9.4 g/ L Chatzifragkou et al., 2011 

NCIM 3589. 3590  

NCIM 3589. 3590  

Métaux lourds Cr (VI) ; 

 Ni(II)  

Biosorption Cr (VI)  de 63,73  et 46,09  mg / g − 1 

Accumulation intracellulaire Ni (II)   95,33 et 85,44 mg / g-1 

Bankar et al., 2009a 

Shinde et al., 2012 

 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0301479712001028#!
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Pour ca, la levure Y. lipolytica a été suggéré  comme un agent très prometteur pour le 

traitement de la pollution pour ce que l’on sait de son potentiel infini(Selon ce qui a été 

mentionné dans la littératur et ce qui a été observé dans notre étude précédente (bouchedja et 

al., 2017)) soit dans l’étendue de son assimilation de grande variété de substrats comme sources 

de carbone tels que les substrats osidiques,  lipidiques ou paraffines(Barth and Gaillardin 1997; 

Fickers et al. 2005; Bankar et al. 2009b; Beopoulos et al. 2010; Groenewald et al. 2014), soit 

dans processus de fermentation( de déchets liquide et/ou solide) , Soit dans sa traitement des 

milieux polluants et xénobiotiques,  En particulier, le glycérol brut, les n-alcanes ou les résidus 

agro-industriels-alimentair comme sources de carbone atypiques (sous-produits de faible valeur 

ou nocifs) (Bankar et al. 2009). Toutes ces caractéristiques font que Y. lipolytica est un hôte 

attrayant pour les applications industrielles et dans plusieurs applications en bioremédiation 

environnementale (p.e. dans biorestauration des sols ou des milieux aquatiques contaminés par 

des hydrocarbures,  la détoxication du 2,4,6-trinitrotoluène (TNT), le métathathion, les 

aflatoxines ou les composés organiques bromés), En particulier  remédiation et la valorisation 

des flux de déchets ( WCO ; OMW ; POME ; DLWSH ; VCOs ; FWHB ; DSCBH ; FW ; 

PWW ; CrGly .etc.) et sous-produits (moins chers) et leur transformation en produits à valeur 

ajoutée avec une efficacité et une rentabilité élevées(Bankar et al. 2009). Tableau 3 presentée 

différentes souches de Y. lipolytica ont été utilisées pour le traitement ou la valorisation de 

divers déchets. 

 

Parmi les applications et les capacités les plus importantes de la levure présentées dans le 

tableau, l'utilisation de substrats bon marché et de déchets comme matière première pour la 

production de composés à valeur ajoutée, tels que la lipase, le carotène, l'acide citrique et 

l'érythritol;  cette levure est typique pour l'accumulation de lipides microbiens(Beopoulos et al. 

2008; Sarris et al. 2011; Liu et al. 2017; Katre et al. 2017). 

 

D. 3.4. Composés à valeur ajoutée (lipides microbiens) 

Jusqu'à présent, les huiles usagées sont considérées comme les déchets gênants qui 

constituent le plus grand défi dans leur gestion. Leur élimination par des traitements physiques 

et chimiques, et des traitements thermiques par osmose, techniques membranaires ou 

évaporation n'est pas économique. De plus, en raison des besoins du marché vraisemblablement 

plus faibles et du manque d'options technologiques de traitement rentables,  les huiles a été 

considérée comme un déchet  et est généralement éliminée sans autre traitement et est utilisés 
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comme matière première pour la production Composés à valeur ajoutée (lipides 

microbiens)(Tableau 3). 

 

D.3.5.Intérêt des lipides de levures et de Y. lipolytica 

Le grand avantage des levures par rapport aux autres microorganismes pour l’obtention 

d’huiles est la facilité de les cultiver, la température de culture, un temps de doublement rapide, 

l’espace requis pour la culture et des méthodes d’extraction de lipides existantes(Beopoulos 

2006).  

 

Chez Y.lipolytica l’accumulation de lipides est plus faible que pour les autres 

microorganismes oléagineux, mais c’est la seule levure connue capable d’accumuler de l’acide 

linoléique en grands proportions (plus de 50% des acides gras). Cette particularité de 

Y.lipolytica a attiré l’attention, car les acides gras longs et insaturés, présentent un grand intérêt 

alimentaire et biotechnologique. Ils constituent des lipides essentiels de l’alimentation, comme 

les oméga-3 et les acides gras polyinsaturés, ils sont utilisés comme biocarburants ou comme 

précurseurs de la synthèse des plusieurs produits de la pétrochimie (plastiques, peintures, 

adhésifs, etc) (Beopoulos et al. 2011). Sa présence dans une vaste variété d’environnements 

pollués par le pétrole témoigne de sa capacité à dégrader des composés organiques. Elle est déjà 

considérée comme un modèle pour la production de protéines, des enzymes et de bioconversion 

de dérivés de lipides à partir de substrats hydrophobes. Y. lipolytica est également présente dans 

des environnements marins, hyper-salins, ce qui en fait un modèle pour des études du stress 

osmotique (Beopoulos and Nicaud 2012). 

 

D.4. Developpement durable par yarrowia lipolytica 

De nos jours, les déchets alimentaires et industrielles représentent une part importante de la 

production totale de déchets. Ainsi que, le traitement efficace et éventuellement la réutilisation 

de matériaux est d'une importance primordiale pour developpement durable. La durabilité de la 

production de bioproduits à partir d'huiles dechetes s'agit d'une solution prometteuse à 

avantages multiples pour renforcer la sécurité énergétique, promouvoir une économie 

circulaire, minimiser les déchets et la pollution de l'environnement et préserver la sécurité 

alimentaire (Lopes et al. 2018, 2019) . De plus, la production de biodiesel à partir de cultures 

traditionnelles riches en huile de deuxième génération, telles que le tournesol, le soja, le colza 

et la moutarde, est limitée par la disponibilité des terres et la région géographique de culture, 

ainsi que par les problèmes environnementaux et sociaux concernant l'utilisation des cultures 
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fourragères et vivrières pour la production. de carburants. Pour obtenir des graisses animales, 

il est nécessaire de nourrir le bétail pendant plusieurs années, ce qui rend cette option inadaptée 

aux processus de mise à l'échelle. ainsi que le biodiesel produit à partir d'huiles végétales 

vierges coûte beaucoup plus cher que le pétrodiesel, c'est un inconvénient majeur à la 

commercialisation du biodiesel sur le marché.Par conséquent, les chercheurs se concentrent sur 

la recherche de sources alternatives et renouvelables d'huiles. Les huiles obtenues à partir de 

micro-organismes sont considérées comme appropriées pour remplacer la source 

conventionnelle d'huiles pour la production de biocarburants(Katre et al. 2017; Lopes et al. 

2019).  

Au cours des dernières décennies, Ce domaine de recherche a attiré plus d'attention en raison 

de problèmes environnementaux et de durabilité critiques tels que les émissions de gaz à effet 

de serre, l'épuisement rapide des approvisionnements en combustibles fossiles et le coût élevé 

de l'énergie. Parmi les différentes classes de microorganismes oléagineux, à savoir les 

microalgues, les levures, les bactéries et les champignons, les levures sont très efficaces pour 

se développer sur différents types de substrats renouvelables et de déchets issus du secteur 

industriel et agricole(Cao et al. 2022)  

Les matériaux hydrophobes utilisés comme matière première pour la production de biomasse 

et de lipides par la levure oléagineuse peuvent être des acides gras libres obtenus à partir d'un 

flux de déchets industriels, des huiles de cuisson usagées, des effluents d'industries laitières et 

productrices de beurre et des huiles de poisson usagées (Papanikolaou et al. 2003; Fabiszewska 

et al. 2021). Réponse des souches de levure et de leurs récepteurs énumérés ci-dessus dans le 

tableau, Yarrowia lipolytica peuvent avoir des applications industrielles et peuvent aider à 

réduire la pollution à des coûts raisonnables (Bankar et al. 2009). Ainsi, parvenir à la 

developpement durable (tableau ci-dessus). 

 

D.5. Conclusion 

L'integration bio-process des ubstrats à valeur faible ou négative dans la formulation de 

milieux pour la production de composés à valeur ajoutée et bioremediation par de yarrowia 

lipoilytica pourrait être une approche biotechnologique prometteuse pourrait améliorer son 

économie de production et atteindre la durabilité de environnementales et industrielles.
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E. Production de γ-décalactone par levure Y.lipolytica 

E.1. Généralités 

Les aliments sont composés de (glucides, lipides, sels minéraux, protéines), cependant, 

aucun de ces composants ne donnent de goût. C'est pourquoi lia ion des aliments est le résultat 

d'une combinaison de composés volatils odorants vitam «arômes ». Les arômes sont des 

produits ou substances non destinés à être consommés en l’état, qui sont ajoutés dans ou sur 

des produits pour leur donner une odeur et / ou un goût ou modifier ceux-ci. Aussi elle peut être 

des produits issus ou constitués des substances aromatisants, préparations aromatisants, arômes 

obtenus par traitement thermique, arômes de fumée, précurseurs d’arôme ou autres arômes ou 

leurs mélanges. Les fruits, légumes, épices, viandes, poissons, produits laitiers, ont des arômes 

que les industries agro-alimentaires ent reproduire, standardiser et renforcer par des procédés 

physiques, enzymatiques souhait ou microbiologiques(Alchihab et al. 2010b; Braga and Belo 

2016a). 

La plupart des aromes sont produits par des moyens chimiques ou extraits de plantes. Ces 

sources  classiques de production et de synthèse  ne s'avèrent plus performants et satisfaisants 

face à la demande croissante des de diverses industries. à cause  les contraintes du sol liée à 

l'utilisation de plantes de grandes cultures. l'extraction à partir matières premières naturelles 

présente de nombreux inconvénient : tels que la production agricole est saisonnière et limitée, 

leurs qualités varient en fonction de facteurs incontrôlables (conditions climatiques et 

géographiques) et le prix de revient est très élevé(Gopinath et al. 2008; Gomes et al. 2011a). 

De plus, les climats, les variations saisonnières, les facteurs politiques et socio-économiques 

conduisent souvent à un déficit constant d'approvisionnement en produits de parfums naturels 

à partir de plantes. En ce qui concerne la synthèse chimique (En synthèse organique), les 

chimistes rencontrent des problèmes de sélectivité, dont le principal problème est l’obtention 

sélective de molécules chirales. Or, cette voie de synthèse conduit systématiquement à un 

mélange racémique de deux dérivés énantiomères. depuis quelques années développement une 

crainte  chez le consommateur de composés chimiques synthétiques,  il y suspecte des effets 

toxiques ou nuisibles pour sa santé. Toutes ces raisons ont fait la synthèse chimique perd de son 

aura(Alchihab et al. 2009).  

Les voies classiques de synthèse chimique ou d'isolation à partir de plantes sont toujours 

viables, mais la génération biotechnologique de composés aromatiques devient plus attrayante. 

les arômes (identique au naturel) ont l’avantage d’avoir une composition constante. L'utilisation 

des micro-organismes  est considérée comme un solution alternative  de produire des composés 
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aromatiques classés comme «naturels» par la législation alimentaire européenne et 

américaine.Ce label représente un avantage marketing important raison pour laquelle cette 

technologie a suscité un vif intérêt aux niveaux scientifique, économique et industriel, Avec 

une augmentation annuelle de besoins nouveaux de l'arome et  dans des conditions adéquates, 

cela peut entraîner la production d’arômes de l’ordre de g/kg au lieu de mg/kg rencontrées dans 

les matières premières.Tout cela explique l’intérêt montré par les industriels à l’égard des 

arômes obtenus par la biotechnologie(Abrahão et al. 2013; Braga and Belo 2016a).   

L'utilisation des micro-organismes oléagineux est un domaine relativement 

nouveau. Durant ces dernier années plusieurs recherches effectués chercheurs d'une vingtaine 

de pays dont la France, l'Allemagne et la Serbie, réunis pour créer des arômes naturels à partir 

des matières premières végétales en utilisant des microorganismes comme usine cellulaire, 

exactement en 1960, la possibilité de production de lactones par voie biotechnologique a été 

découverte par une équipe Japonaise(Okui et al. 1963a, b) à l’utilisation la levure Candida 

tropicalis. Par la suite, des efforts ont été consacrés à l’utilisation de souches de levure 

(Sporidiobolus salmonicolor et Yarrowia lipolytica..) qui possèdent capacité de produire des 

quantités importantes des arômes de type lactone(Braga and Belo 2016a). 

La lactone la plus largement produite biotechnologique ment est la γ décalactone, un 

arôme semblable à la pêche qui peut être obtenu à partir de la biotransformation de l'acide 

ricinoléique, catalysée par divers microorganismes. La γ -décalactone est alors considérée 

comme un additif alimentaire GRAS (généralement considéré comme sûr) par la US Food and 

Drug Administration(Coelho et al. 2010). La levure aérobie Yarrowia lipolytica a été utilisée 

pour produire de la γ -décalactone à partir d'une source de carbone: l'huile de ricin(Małajowicz 

et al. 2020). Cette partie se concentre sur l'arome de type lactones et tout particulièrement la γ-

décalactone et leurs productions par la levure Y.Lipolytica. Les voies métaboliques de la 

production et de la dégradation de la γ-décalactone sont également discutées. Un bref aperçu 

du processus de biotransformation et certains aspects pertinents de l'huile de ricin, le substrat 

utilisé dans le processus de production d'arômes, sont également rapportés.  

E.2. Arôme de type lactone 

Les « arômes » de type lactone sont des composants d’huiles essentielles et de substances 

volatiles non destinés à être consommés en l’état, qui sont ajoutés aux denrées alimentaires pour 

leur conférer une odeur et/ou un goût ou modifier ceux-ci, est très intéressantes pour l’industrie 

alimentaire car elles ont un arôme «fruité» caractéristique et se retrouvent naturellement dans 

une grande variété d’aliments et de boissons. Le beurre, par exemple, renferme 26 lactones 
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différentes. Certains fruits comme la pêche, l’abricot, la papaye, la fraise renferment une dizaine 

de lactones. Elles sont également présentes dans différentes boissons comme le thé, le café et 

le vin(Maga and Katz 1976). Les lactones sont des esters cycliques d’un acide 

hydroxycarboxylique ayant une structure de 1-oxacycloalcan-2-one, ou analogues comportant 

une insaturation ou des hétéroatomes remplaçant un ou plusieurs atomes de carbone du cycle. 

Les γ-lactone (4-alcanolide, lorsque la fonction hydroxyle se trouve sur un carbone en position 

C4) et δ-lactone (5- alcanolide, lorsque l’hydroxyle est en C5) représentent les deux structures 

les plus fréquemment identifiées dans la composition des arômes. Elles proviennent 

respectivement de la cyclisation des hydroxyles en position 4 ou 5 avec celui du groupe 

carboxylique (Figure 17)(Endrizzi et al. 1996; Dufossé et al. 1998; Alchihab et al. 2010b).  

 

Figure 17: Structure et formation de la γ-lactone et la δ-lactone ( Dufossé et al., 1994 ; Pagot 

et al. 1998 ; Waché et al., 2002)  

Les lactones dont le nombre d’atomes de carbone est compris entre 4  (butyrolactone) et 

12 (dodécalactone) sont des composés volatiles. La diversité des lactones est liée aux 

substituants présents sur les chaînes latérales, au nombre de doubles liaisons et à la 

configuration spatiale des molécules (formes énantiomériques R et S). Ils sont omniprésents 

dans les aliments et contribuent au goût et aux nuances gustatives, qui possèdent, le plus 

souvent, une odeur fruitée tels que la pêche, l’abricot, la mangue, l’orange, la prune, etc., à des 

concentrations de l’ordre du mg/kg, dans le lait et ses dérivés et dans certains produits fermentés 

(Alchihab et al. 2010b; Romero-Guido et al. 2011). Les propriétés sensorielles des lactones sont 

influencées par la forme du cycle, la longueur de la chaîne carbonée latérale, la présence de 

doubles liaisons, la présence de substituant sur le cycle ou sur la chaîne (Dufossé, et al., 1994). 
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La lactone la plus largement produite biotechnologiquement est la γ décalactone.(Braga and 

Belo 2016a) 

E.2.1. γ-décalactone  

La γ-décalactone (C10 H18 O2) est un ester cyclique résultant de la condensation du 

groupe alcool -OH et d'un groupe acide carboxylique -COOH de la même molécule. Il est 

caractérisé par un cycle fermé constitué de quatre atomes de carbone et d'un seul atome 

d'oxygène endocyclique, couplé à une cétone adjacente ; son poids moléculaire est de 170 g / 

mol−1 (Aguedo et al. 2002). Les propriétés physicochimiques des lactones sont importantes 

pour expliquer leur comportement lors des procédées de production et d’extraction. Certaines 

propriétés physico-chimiques de la γ -décalactone sont présentées dans le tableau 4 ( Souchon, 

1994;  Braga et al. 2016; Soares et al. 2017). 

Tableau 4.  Propriétés physico-chimiques de l’y-décalactone (Souchon, 1994) 

Propriétés physico-chimiques                            Valeur                                      Structure 

 Indice de volatilité                                           0.103 

 Solubilité dans l'eau                                       0.6 g / L 

 Hydrophobicité constante à 25 ° C                    3,35 

 Estimation de la pression de 

 vapeur à saturation à 25 ° C                          0,754 Pa               

 Point d'ébullition                                               281 ºC                      

 Coefficient de diffusion: 

- dans l'eau                                                  6,6. 1010 m2/s  

- dans le ricinoléate de méthyle                0,11. 1010 m2/s  

 

 

 

 

En raison des propriétés organoleptiques la γ-décalactone est la plus remarquable, Il est 

un composé aromatique important, largement utilisé dans les aliments et les boissons (Ben 

Akacha and Gargouri 2015b; Braga and Belo 2016a; Sales et al. 2018; Braga et al. 2018; Felipe 

et al. 2019), qui est plus exigeant de nos jours, elle présente un arôme et une saveur de pêche 

extrêmement persistants qui déplacent des centaines de tonnes de produit par an sur le marché 

mondial (Schrader et al. 2004; Moradi et al. 2013, 2016).  
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Gamma-décalactone, peuvent être obtenus directement à partir de produits naturels 

(comme des fruits, des légumes, des produits laitiers) ou par synthèse chimique, mais de tels 

procédés impliquent un coût en produit plus élevé (10 000 kg) et des inconvénients(Schrader et 

al. 2004). Ainsi, la production de γ -décalactone par des processus microbiens constitue une 

alternative biotechnologique très intéressante car, en plus de réduire considérablement son prix 

(300 kg US), elle est considérée comme un additif alimentaire GRAS (généralement reconnu 

comme sûr) par l'organisation américaine. Food and Drug Administration (Schrader et al. 2004; 

Coelho et al. 2010). Ces facteurs corroborent la demande croissante de composés aromatisants 

naturels chez les consommateurs, car la production microbienne de lactones donne la même 

configuration énantiomérique des lactones que l'on trouve dans les pêches et autres fruits 

(Schrader et al. 2004; Alchihab et al. 2010b; Braga et al. 2018; Małajowicz et al. 2020). 

La production biotechnologique de γ -décalactone utilise principalement l'acide 

ricinoléique (acide 12-hydroxyoctadéc-9-énoïque) comme substrat, un acide gras hydroxylé 

(C18) qui, sous forme estérifiée, est le constituant principal (environ 80%), d'huile de ricin. 

Ceci peut être obtenu par biotransformation de cet acide hydroxylé via le peroxysomal (voie 3-

oxydation) par plusieurs espèces de micro-organismes, principalement par des levures(Braga et 

Belo 2016).  

                           

Figure 18 : Biotransformation de l'acide ricinoléique en γ-décalactone (Pinheiro, 2004). 

 

Le processus implique la biodégradation du substrat de l'acide ricinoléique pour former 

de l'acide 4-hydroxy-décanoïque, qui se cyclise lactoniser en formant de la décalactone (Figure 

18) (Pagot et al. 1998; Braga et Belo 2016). De nombreuses souches de levure sont capables de 
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produire plusieurs milligrammes par litre de γ-décalactone, mais seules quelques-unes 

produisent des quantités en grammes par litre. Les processus impliquant la levure Yarrowia 

lipolytica sont ceux qui permettent d'obtenir des concentrations plus élevées de produit (γ-

décalactone)(Braga and Belo 2016; Soares et al. 2017). 

E.2.1.1.Voie de production de γ-décalactone : B-oxydation peroxysomale. 

Peu d'études ont été décrites sur la voie métabolique impliquée dans la formation de 

lactones insaturées dérivées d'acides gras. Au début, la production de γ -décalactone à partir 

d'acide ricinoléique a été observée par Okui et al. (1963) chez des levures du genre Candida, 

lorsque le groupe Okui (Okuyi, Mizugak, 1963) étudiait le catabolisme des acides hydroxy dans 

divers organismes(Schrader et al. 2004; Soares et al. 2017).  

Ils ont proposé la voie métabolique de la levure impliquée dans le processus de 

biotransformation (Candida), en identifiant la présence d'intermédiaires contenant 8 à 18 

atomes de carbone, dérivés du catabolisme de l'acide ricinoléique. Les hydroxyacides sont des 

précurseurs directs des lactones et peuvent être synthétisés par des microorganismes à partir 

d'acides gras (Braga et Belo 2016). Les hydroxyacides naturels tels que l'acide ricinoléique 

peuvent être transformés et transformés en andydécalactone par des micro-organismes via la 

voie de la B-oxydation (Braga et Belo 2016). 

De cette façon, la levure métabolise l'acide ricinoléique libérant de l'huile de ricin, puis 

elle est métabolisée et convertie en acide 4-hydroxydécanoïque, qui est lactonisé en γ-

décalactone  (Figure 19) (Krzyczkowska 2012). La dégradation de l'acide ricinoléique par la 

levure se produit par l'action d'enzymes impliquées dans la voie de la β-oxydation peroxysomale 

(Braga et Belo 2016). 
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Figure 19: Bioconversion de l'acide ricinoléique en de γ-décalactone(Okui et al. 1963a; 

Schrader et al. 2004; Alchihab et al. 2010b). 

Chez les levures Y.lipolytica la voie de dégradation principale des acides gras et de la 

bioconversion de lactone est La β-oxydation peroxysomale (Braga et Belo 2016).  Ce système 

d'oxydation cyclique d'acides gras consistant en une séquence de quatre étapes : une 

déshydrogénation, une hydratation, une deuxième déshydrogénation et enfin une rupture de 

liaison entre les carbones α et β, répétées plusieurs fois, généralement jusqu'à la dégradation du 

substrat en acyl-CoA. Chaque cycle se termine par la diminution de 2 atomes de carbone en 

position β de la molécule et la libération d'un acyl-CoA(Alchihab et al. 2010b). Les acyl-CoA 

oxydases qui catalysent la première étape de la β-oxydation peroxysomale(Nicaud et al. 1998).  
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Figure 20: Enzymes impliquées dans la β-oxydation peroxisomal de levure(Waché et al. 1998).  

 

Avant d'entrer dans les peroxysomes, les acides gras sont activés dans le cytoplasme en 

esters de la coenzyme A, par action d'une acyl-CoA synthetase. La β-oxydation est catalysée 

dans les peroxysomes de levure par l'acyl-CoA oxydase, puis par deux activités d'une enzyme 

multifonctionnelle, la 2-énoyl-CoA hydratase et la 3-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase, et par 

la 3-cétoacyl-CoA thiolase (Figure 20)(Waché et al. 1998; García et al. 2007; Soares et al. 

2017). Deux carbones de la chaîne carbonée sont raccourcis à chaque cycle de β-oxydation 

jusqu’à l’obtention d’acétyl- CoA qui va ensuite entrer dans le cycle du glyoxylate ou être 

exporté vers la mitochondrie pour intégrer le cycle du citrate (Wache et al. 2001a; Groguenin 

2004; García et al. 2007).   
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Yarrowia lipolytica est une levure qui présente un rendement de production élevé en y-

décalactone, en raison de la particularité de posséder un grand nombre de gènes codant pour la 

production d'enzymes spécialisées dans la dégradation de substrats hydrophobes. Cette espèce 

a une famille de cinq acyl-CoA oxydases (Aox1p à Aox5p, codées par les gènes POX1 à POX5), 

l’enzyme qui catalyse la première réaction de β-oxydation (Aguedo et al. 2004; Guo et al. 

2011a, 2012; Braga et al. 2015a).  

E.2.1.2.Voie de dégradation de γ-décalactone 

Certains microorganismes sont capables de former des molécules aromatiques de γ-

décalactone par biotransformation de l'acide ricinoléique, sa concentration dans le milieu atteint 

un maximum puis diminue progressivement, du fait d'une ré-consommation comme source de 

carbone (Krzyczkowska 2012). Cette diminution de la concentration en composé aromatique 

peut être extrêmement préjudiciable aux rendements du processus et a été observée avec 

différentes souches de levure, parmi lesquelles : Candida guilliermondii (Okui et al. 1963a), Y. 

lipolytica (Krzyczkowska 2012). La capacité des levures à ré-consommer la γ-décalactone 

existe pendant toute la biotransformation et sa concentration dans le milieu est la différence 

entre ce qui est produit et ce qui est dégradé. De nombreuses hypothèses ont été proposées pour 

expliquer la re-consommation, toutes impliquant la β-oxydation et certaines incluant l'-

oxydation ou la délactonisation. La voie de β-oxydation n’est pas encore bien comprise. Dans 

la β-oxydation peroxysomale, utilisée par les levures, des intermédiaires peuvent s'accumuler 

en fonction du substrat et des concentrations de CoA (Figure 21) (Endrizzi et al. 1993; Wache 

et al. 2001a; Swizdor et al. 2012). La levure Yarrowia lipolytica la disparition concomitante de 

la γ-décalactone et l'accumulation de 3-hydroxy-y-décalactone et de décen-4-olides, diminuant 

les rendements. l'acide 4-hydroxydécanoïque subit une oxydation suivie d'une hydratation, se 

terminant par l'acide 3,4-dihydroxydécanoïque, qui se lactonise dans la 3-hydroxy-γ 

décalactone (composé sans propriétés sensorielles).  La déshydratation de ce dernier composé 

permet la formation de deux décénolides, le dec-2-en-4-olide (composé d'arôme fongique) et le 

dec-3-en-4-olide (composé d'arôme de fruit)(GATFIELD 1993; Gomes et al. 2010, 2011b; Try 

et al. 2018). En raison de leurs propriétés aromatisantes, ces deux molécules se présentent 

comme des composés intéressants à produire et à utiliser dans l'industrie des aromatisants 

(García et al. 2009).  
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Figure 21: Voie de dégradation par la β-oxydation peroxysomale, de composés en C10 issus 

de l’acide ricinoléique(Wache et al. 2001b; Gomes et al. 2010; Waché 2013; Try et al. 2018)  

 

Les concentrations de ces composés dans le milieu varient principalement en fonction de 

l'activité de l'acyl-CoA oxydase et de la 3-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase. Ainsi, lorsque 

l’une de ces enzymes a une faible activité, elle limitera le flux de la voie de la β-oxydation en 

la contrôlant. Par conséquent, il se produira une accumulation de composés directement liés à 

leur activité, à savoir la γ-décalactone, dont l’accumulation est liée à l’activité de l’acyl-CoA 

oxydase et de la 3-hydroxy-γ décalactone, dont l’accumulation est liée à la activité de la 3-

hydroxyacyl-CoA déshydrogénase. La formation de déc-2-énolide peut même résulter de 

l'action directe de l'énoyl-CoA hydratase (Figure 20). De même, si cette enzyme a une faible 

activité, elle contrôlera le flux de la voie à ce niveau, devenant ainsi l'enzyme limitante de la 

voie, ce qui permettra l'accumulation de déc-2-énolide (Wache et al. 2001b; Try et al. 2018).  

Lors de la biotransformation des acides gras hydroxylés en lactones, la concentration de 

γ-décalactone atteint sa valeur maximale puis diminue progressivement car ce composé est 

dégradé par les levures. La dégradation de lactones peut dépendre de différents facteurs comme 
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l’aération, l’agitation, le pH, le transfert d’oxygène dans le milieu, et l’activité enzymatique du 

microorganisme (Wache et al. 2001a; Aguedo et al. 2005; Escamilla-García 2008; García et al. 

2009).  

 

E.2.1.3.Huile de ricin 

L'huile de ricin est une huile naturelle dérivée des graines de Ricinus communis L. La 

teneur en huile des graines de ricin varie de 35 à 55%, le triacylglycérol de l'acide ricinoléique 

(Figure 22) étant le constituant principal, environ 90% du total des acides gras de la fraction 

lipidique de l'huile ( Rocha et al., 2008, Gomes et al. 2010; Braga and Belo 2016; Soares et al. 

2017a).  

Les autres acides gras présents sont les acides linoléique (4,2%), oléique (3,0%), stéarique 

(1%), l'acide palmitique (1%) et d'autres(Cangemi et al. 2008).  

 

Figure 22: Molécule de triacylglycérol d'acide ricinoléique (Azevedo et al.,2009). 

 

L'acide ricinoléique est un acide gras inhabituel, qui présente une structure de 18 atomes 

de carbone, une insaturation en carbone 9 et un hydroxyle en carbone 12. Contrairement à la 

plupart des huiles végétales, trois sites peuvent être modifiés : hydroxyle, l’insaturation et le 

groupe carboxyle De par sa composition et sa structure privilégiée, l'huile de ricin est la 

meilleure huile à usage industriel. L'huile de ricin a des caractéristiques particulières telles 

qu'une viscosité élevée, ainsi qu'un sérum liquide stable, non toxique et qui ne sèche pas. Il 

présente une coloration jaune pâle ou presque incolore, avec un goût et une odeur 

caractéristiques, faibles et doux (Ogunniyi 2006; Mutlu et  Meier 2010) 

L'acide ricinoléique est le précurseur utilisé dans la production d γ-décalactone  e. Dans 

certains cas, des hydrolysats d'huile de ricin, d'acides gras ou d'esters de ces composés (Schrader 
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et al. 2004; Braga et Belo 2016), comme le ricinoléate de méthyle (MR), sont utilisés comme 

substrats(Endrizzi et al. 1993; Alchihab et al. 2009, 2010a; Gomes et al. 2010; Braga et Belo 

2016; Soares et al. 2017). Dans ce travail, l'huile de ricin a été utilisée comme substrat du 

processus pour la production de γ-décalactone. 

E.2.2.Chiralité des lactones  

Pour tous les procédés mentionnés ci-dessus, les lactones peuvent être obtenues sous une 

forme racémique ou enrichie en énantio, en fonction des matériaux de départ et du 

microrganisme / enzyme utilisé dans la transformation, la chiralité des molécules volatiles peut 

induire des différences au niveau de la perception olfactive (Dufossé et al., 1994). 

Les γ-lactones à 5 atomes de carbone et plus, et les δ–lactones à 6 atomes de carbone et 

plus possèdent au moins un carbone asymétrique. Par conséquent, elles peuvent exister sous les 

deux formes énantiomériques R et S (Dufossé et al., 1994). Les propriétés des deux formes 

énantiomériques peuvent être très différentes selon la lactone.  

Mossandel et Günter, (1989) ont étudié cet effet avec des synthèses d'énantiomères purs 

des γ-lactones  et des δ–lactones, a été réalisée afin d'étudier leurs propriétés sensorielles. Les 

formes R sont décrites comme ayant des odeurs plus intenses que celles de leurs homologues 

S. Quant la qualité de l'odeur, il n'y a pas de différences importantes, bien que certains 

descripteurs soient utilisés pour un seul énantiomère. Il faut savoir que la forme R de la γ-

décalactone est prédominante dans la nature, ce qui permet d’ailleurs de différencier différentes 

sources du composé (Alchihab et al. 2009, 2010b; Try et al. 2018) 

E.2.3.Toxicité des lactones         

 La plupart des lactones naturelles ont une activité biologique, antimicrobienne, 

antifongique ou anti-inflammatoire. Les propriétés antimicrobiennes de quelques lactones ont 

été rapportées, par exemple, la 2-décéno-δ-lactone à une concentration de 100 mg/L inhibe la 

croissance de bactéries (Alchihab et al. 2010b, a) 

Selon Endrizzi et al. (1993, 1994) en milieu solide contenant du glucose comme source 

de carbone, montré que  inhibe la croissance dans plusieurs espèces de levures incapables de 

produire ce composé. Ce même phénomène a été également rapporté par (Feron et al. 1996a). 

Aguedo et al. (2002), ont étudié l’effet de 4 lactones (γ-butyrolactone, γ-décalactone, δ-

décalactone et γ-dodécalactone) sur la croissance de Y. lipolytica ; la γ-dodécalactone s’est 

avérée la plus inhibitrice, devant la γ-décalactone, la δ-décalactone tandis que la γ-
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butyrolactone ne montre aucun effet sur sa croissance. La longueur de la chaîne latérale est 

probablement impliquée dans l’inhibition de la croissance de Y. lipolytica. 

Aguedo et al. (2003) ont également montré que la γ-décalactone interagit fortement avec 

des phospholipides membranaires  modèles, qu’elle conduit chez Y. lipolytica à une 

augmentation de la fluidité des membranes et à une diminution de l’activité H+-ATPase, 

enzyme membranaire essentielle au maintient de la viabilité cellulaire. 
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Matériel et Méthodes 

 

En raison des propriétés spécifiques de Y. lipolytica, telles que l'utilisation très efficace 

des substrats hydrophobes et sa capacité élevée de sécrétion de métabolites et de protéines, 

plusieurs projets impliquant cette levure ont rapidement été développés, principalement des 

procédés de bioconversion pour les industries alimentaires et chimiques. Dans notre étude nous 

nous sommes particulièrement intéressés la faculté qu’a la levure Y.lipolytica à incorporer et/ou 

à accumuler les lipides et aussi production d'arôme de type gamma décalactone. 

 

Les différentes analyses ont été réalisées au niveau des : laboratoires du Centre de 

Recherche en Biotechnologie (C.R.B.T) ; Laboratoires pédagogiques et laboratoire de 

recherche Biotechnologie et qualité des Aliments (BioQuAl) de l’Institut de la Nutrition, de 

l’Alimentation et des Technologies Agro-Alimentaires (I.N.A.T.A.A/Université Frères 

Mentouri-Constantine 1), Laboratoire d'Obtention de Substances Thérapeutiques (LOST/ 

Université des frères Mentouri-Constantine 1) et au niveau du Centre de Recherche Scientifique 

et d’Analyses Physico-Chimiques(CRAPC- Algeria).  

A. Matériel et Milieux de cultures 

A.1. Matériel biologique 

A.1.1. Souche microbiènne 

La souche utilisée est est  Yarrowia lipolytica JMY775, il s’agit d’une souche 

surproductrice de lipase (LgX64.81), obtenue par manipulation génétique et modification du 

gène rapporteur LIP2 - LacZ (Kar et al., 2008 ; Bouchedja et al., 2018 ). 

A.1.2. Réactifs 

Le chloroforme, le méthanol, l'acétone, l'extrait de levure, le glucose, le peptone de 

caséine et le Nile red(19123-10MG : BioReagent, suitable for fluorescence, ≥98.0% (HPLC) 

Sigma-Aldrich, Inc., États-Unis) ont été fournis par l'INATAA,/Universitaire Constantine1. 

BF3 a été obtenu auprès du laboratoire LOST/Universitaire Constantine 01. Le NoirSoudan B 

a été obtenu auprès du laboratoire de Mycologie d’Enzymologie et de l’Activité 

microbienne/Universitaire Constantine 01. L'huile de ricin provient des commerces (Société 

Castor Oil EL CAPTAIN pour l'extraction des huiles naturelles). 
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A.1.3.Déchets alimentaires et agro-industriels 

Les huiles usées (WCO : waste cooking oil ) ont été collectées au Restaurant de la 

Résidence Universitaire Zouaghi Sliman 01, à Constantine, Algérie. Elles sont constituées 

d’huiles usagées issues de la friture des aliments, lors de la préparation des repas quotidiens 

proposés au restaurant de la résidence universitaire.  

La margine (OMW : olive mill wastewaters) a été obtenue à partir d'un moulin d’huile 

d'olive à Béjaia (Algerie). 

 

Les échantillons de déchets lipidiques ont été collectés dans des bouteilles hermétiques et 

congelés à - 20 °C jusqu'à leur utilisation. Avant chaque test expérimental, les particules solides 

des échantillons (OMW) ont été éliminées par centrifugation à 10.000 rpm, 20°C pendant 30 

min. Le pH du OMW était de 4,74. Quand aux échantillons de l'OMD, ils étaient purifiés par 

filtration pour éliminer les impuretés solides (résidus alimentaires) à travers le papier Whatman 

no. 4. Le pH des l'huiles OMD utilisées était de 4,24. Les échantillons (OMW-WCO) ont été 

conservés à une température de 4 °C jusqu'à une utilisation ultérieure au cours des expériences. 

 

A.2. Milieux de cultures 

A.2.1. Milieu de conservation 

La souche étudie a été conservée dans des cryotube à -20 °C sur milieu YPD apres l'ajout 

de 30 % (v. v−1) glycérol pur stérile. La congélation à -20°C permet la préservation d’une 

fraction riche en cellules viables pendant 1 à 2 ans (Larpent, 1997).  Elle devait donc subir une 

réactivation au préalable avant d'être mise en culture(Bouchedja et al. 2017).  

 

Tableau 5. Composition du milieu YPD, plus 30 % glycérol pur stérile. 

Composants           Concentration finale (g/L)  

Extrait de levure                          5 

Peptone de caséine                         10 

Glucose                         15 

     YPD : Yeast extract – Peptone-Dextrose (Glucose) plus 30 % glycérol pur stérile. 
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A.2.2.Milieu d’activation de la souche 

Tableau 6. Composition du milieu solide YPDA, de réveil de la souche. 

Composants           Concentration finale (g/L)  

Extrait de levure                          5 

Peptone de caséine                         20 

Glucose                         15 

Agar agar                          18 

     YPDA : Yeast extract – Peptone-Dextrose-Agar agar. 

 

A.2.3. Milieu de pré-culture  

Tableau 7. Composition du milieu YPD (Pré-cultures). 

Composants           Concentration finale (g/L)  

Extrait de levure                          5 

Peptone de caséine                         10 

Glucose                         15 

     YPD : Yeast extract – Peptone-Dextrose (Glucose). 

 

 

A.2.4.Milieu d’accumulation des lipides intracellulaires 

Tableau 8. Composition des milieux de cultures l’accumulation des lipides intracellulaires 

Composants 

 

YPDOA   YPDOMW YPDWCO YPDAL

A 

Extrait de levure (g/L) 5 5 5 5 

Peptone de caséine (g/1) 5 5 5 5 

Glucose (g/L) 10 10 10 10 

Tween 80 (g/l)     0.8 - 1    0.8 - 1  0.8 – 1.0    0.8 – 

1.0 

Acide oléique (ml)  20 - - - 

Margine (ml) (OMW) - 20 - - 

Huil usée (ml) (WCO) - - 20 - 

Acide Linoléique - - - 20 

YPDOA : Yeast extract – Peptone-Dextrose- Oleic Acid. 

YPDOMW : Yeast extract – Peptone-Dextrose- Olive Mill Wastewater 

YPDWCO: Yeast extract – Peptone-Dextrose- Waste Cooking Oil.                                                  

YPDLA : Yeast extract – Peptone-Dextrose- Linoleic  Acid. 
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  A.2.5. Milieux production de γ-décalactone 

Tableau 9.  Composition du milieu PCO pour production de γ-décalactone 

Composants           Concentration finale (g /L)  

Peptone                         20 

Huile de ricin                         10 

Tween 80                     0.8 – 1.0 

     PCO : Peptone – Castro-oïl. 

 

A.3. Mise en œuvre des expérimentations 

Six types de milieux ont été utilisés, à savoir, deux milieux ne contenant pas de lipides, 

YPDA et YPD pour l’activation de souche et quatre milieux expérimentaux contenant des 

lipides dont trois sont pour induire une accumulation lipidique YPDOA, YPOMW, YPDWCO 

, et le dernier pour la production de γ-décalactone PCO. 

 

Les milieux YPDOMW et YPDWCO, ont également servie à étudier le potentiel que 

possède la levure Y.lipolytica de croitre sur un milieu polluant (contenant des déchets 

lipidiques) en plus de sa capacité à accumuler la lipides à partir de ces déchets. Le milieu 

YPDOA déjà étudié préalablement (Bouchedja et al., 2017), a servi à induire une accumulation 

lipidique intracellulaire de type ex novo. Le milieu PCO a servi à l’étude de la production 

d’arôme de type lactone. Après leur préparation les milieux de culture stériliser ses milieux 

dans un autoclave à 120°C pendant 2 heures. 

A.3.1. Activation des souches 

Une goutte provenant d’un cryotube de souche est étalée sur boîte de Pétri contenant du 

milieu gélosé YPDA (milieu YPD additionné de 18g/l d’agar). La mise en culture est réalisée 

pendant 48 heures à 30°C. Les colonies isolées peuvent alors être utilisées pour ensemencer les 

pré-cultures. 

A.3.2. Pré-culture 

La pré-culture se fait par un ensemencement de la levure dans 50 ml de milieu YPD dans 

des fioles d’Erlenmeyer de 250 ml et incubation à 30°C pendant 24 heures. 
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A.3.3. Mise en culture  

Pour étudier la croissance cellulaire et l’accumulation des lipides intracellulaires par voie 

ex novo chez la levure Y. lipolytica  nous avons utilisé cinq milieux de culture différents. Les 

milieux de culture ont été préparés avec des composants spécifiques pour chaque milieu dans 

des proportions prédéfinies dont la composition est citée ci-dessous dans les tableaux 8et 9. 

 

A.3.3.1.Culture en fiole 

La culture a été réalisée dans des erlenmeyers de 500 ml et 1000ml contenant 200 ml, 400 

ml respectivement de milieu de culture. Pour la culture cellulaire, une quantité de 2-5 ml prélevé 

de la pré-culture secoués sont inoculée dans 200 ml et de 400 ml de milieux de culture contenus 

dans des fioles d’Erlenmeyer de 400 ml, 10000 ml respectivement. La culture cellulaire s’étalait 

sur une durée de 72 heures à 30°C pour les milieux YPDOA, YPDLA, YPDOMW et 

YPDWCO, 5jours pour le milieu PCO et sous agitation verticale de 150rpm. Dans cette etude, 

plusieurs cultures en même conditionvde fermentation ont été réalisées, afin d’effectuer des 

analyses à différents temps (6h, 24h, 48h, 72h, 120h). De plus, le processus de 

biotransformation a été réalisé en cinq exemplaires different pour tester l'effet de la 

concentration en huile de ricin : cette série vise à évaluer l'effet de la concentration en huile de 

ricin sur la croissance cellulaire sachant que la cinétique de croissance est associée à la 

production de gamma-décalactone. Pour vérifier l'effet de la concentration d'huile de ricin, une 

analyse de croissance des cellules de levure a été réalisée en utilisant la même source de carbone 

et cinq tailles différentes (1, 25, 6, 10 et 30 %), dans les mêmes conditions que la pré- milieu 

de culture. La fermentation a été réalisée en fermentations (en une seule fois) dans 1000 ml 

contenant 400 ml en neuf jours. 

A.3.3.2. Bioréacteur autoclavable 

La culture a été réalisée dans un bioréacteur autoclavable de 5L(Dasgip, 4Unit 

Technology) et/ou 20 L «industriel, APPLIKON BIOTECHNOLOGY», remplis (4 et 9L 

respectivement) de milieux de culture (YPDOA, YPDOMW et YPDWCO, PCO),  ensemencé 

de 0.2× 108 cellules. Les fermentations ont été initiées avec 50-100 ml de pre-culture apré 24h, 

c'est-à-dire d'une pré-culture préparée comme décrit ci-dessus L'agitation est faite par l’action 

de trois turbines équi-réparties sur leur axe.  
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Figure 23. Modèle d’un bioréacteur autoclavable de 1-20 L « APPLICKON ». 

 

 Instrumentation 

Le bioréacteur est équipé d’une sonde température, d’une sonde à oxygène dissous, d’une 

sonde pH, d’un capteur de pression et d’une sonde de niveau de mousse. La sonde à 

oxygène dissous permet de mesurer la concentration en oxygène dissous du moût de 

fermentation et indique ainsi la nécessité de l’ajustement manuel des conditions 

d’agitation et d’aération de manière à maintenir la teneur  en oxygène dissous au-dessus 

de 20%        de la valeur saturante. Pour permettre un échantillonnage régulier du milieu 

à 24 heures et 48 heures, un collecteur de fraction est installé sur une boucle de dérivation 

comprenant un module de filtration tangentielle (0,2µ) à l’intérieur duquel le moût circule 

grâce à une pompe péristaltique. 

 

 Actionneurs 

La fermentation est réalisée à température constante. Ainsi, la régulation de la température 

est assurée par l’intermédiaire d’un échangeur de chaleur. Ce dispositif rend possible la 

régulation de température même aux fortes exo-thermicités propres aux cultures à hautes 

densités cellulaire. La régulation du pH se fait via deux pompes péristaltiques situées sur 

le module de régulation apportant respectivement une solution basique (NaOH) et une 

solution acide (HCL). 
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 Une troisième pompe péristaltique permet l'adjonction séquentielle d'un anti- mousse 

suivant une détection par la sonde anti-mousse dont la position est ajustée manuellement 

en fonction de l’évolution du volume du moût de fermentation. 

 

 Conditions opératoires 

Les différents paramètres contrôlés au cours de fermentation citée selon Bouchedja et al. 

(2017)(des milieux d’ l’accumulation des lipides intracellulaires) et Moradi et al. (2013) 

(pour  milieu production de γ-décalactone). Quel que soit le type de bioreacteur et le 

temps de la fermentation. Les conditions de fonctionnement de la fermentation ont été  à 

28 ± 0,2 °C et 300 rpm/5pv ; l'OD a été fixé au-dessus de 30% de la saturation de l'air, et 

le pH a été ajusté à 6± 0,05 selon les études précédentes (Lee et al., 1995 ; Aguedo et al., 

2004 ; Wache et al., 2002 ; Wache et al., 2003 ; Moradi et al., 2013 ; Bouchedja et al., 

2017; Małajowicz et al., 2020) comme un pH optimal pour l'accumulation intracellulaire 

de lipides et la production de γ-DL. 

 

B. Méthodes analytiques 

Lors du suivi des cultures, des prélèvements de la phase liquide sont régulièrement 

réalisés afin de vérifier cinétique des cultures ainsi que l’état morphologique des levures 

(accumulation de gouttelettes lipidiques intracellulaires). Une partie de chaque prélèvement est 

utilisée pour mesurer la croissance cellulaire et le pH ainsi que l'accumulation de lipides. 

B.1. Etude de la croissance cellulaire 

La croissance cellulaire était évaluée à partir de comptage sur cellule de Malassez 

l’échantillon doit être suffisamment dilué de sorte à ce que le nombre par champ ne doit pas 

dépasser les 200 cellules. De même qu’il faut s’assurer de l’homogénéité sur l’ensemble des 

grilles en dénombrement. Il faut amener dans le champ microscopique un rectangle composé 

de 20 carrés et compter les cellules qui s’y trouvent, opérer ainsi pour 5 rectangles déposés en 

diagonale dans la cellule de Malassez, et prendre la moyenne des résultats. L’un des deux axes 

diagonaux est mis en évidence. Les résultats sont calculés comme suit : 
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Figure 24: Cellule de Thoma et la formule suivante pour calculer la croissance cellulaire sur 

la cellule. 

 

On applique de cellule à l’interieur et celle qui touchement les bords en bas et à droite 

sont comptée ; Tandis que : 

N: nombre des cellules /mL 

n: nombre de la somme des cellules dans les 5 rectangles  déposés en diagonale.   

 

Afin de suivre la croissance cellulaire de Y.lipolytica dans des milieux de culture des 

compositions différents (YPD, YPDOA, YPDLA, YPDOMW, YPDWCO et PCO) nous avons 

fait une observation microscopique et une mesure de la densité optique. Ainsi que le comptage 

sur les cellules Toma. 

B.1.1. Mesure de la densité optique 

L’évolution de la densité cellulaire est suivie par spectrophotomètre. La mesure est 

effectuée à 600 nm (spectrophotomètre SHIMADZU UV-1800). La suspension cellulaire est 

préalablement homogénéisée à l’aide d’un vortex et, si nécessaire, diluée de façon à obtenir une 

densité optique comprise entre 0,05 et 0,5 unités d’absorbance (Beopoulos, 2009). 

B.1.2. Analyse morphologique 

Afin de confirmer que orientation de la forme de la cellule de la levure Y.lipolytica 

lorsqu'elle est cultivé dans différents médias (en particulier quand  elle  est  cultivée  dans  des  
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milieux hydrophobes), des  observations  microscopiques ont  été effectué.  Où cette levure peut 

se présenter sous plusieurs formes selon plusieurs facteurs, dont le milieu de culture utilisé. 

 L’observation de la forme de la cellule est exposée par microscopie optique. on prélève 

quelque gouttes des cultures de levure en  croissance  après  48h  d’incubation  dans  les  

différents  milieux  de  culture  (YPD, YPDOA, YPDLA, YPDOMW, YPDWCO et PCO)  et  

les  observées  sous  microscope.  Le microscope utilisé est un microscope Binoculaire MOTIC 

(Elite B1-220    E-SP), avec grossissement (×100) à immersion d’huile. 

B.1.3.Essais de décoloration de la margine 

Eaux usées des huilieres à huile d'olive a été collectée dans une usine domestique après 

une coulée normale à température ambiante et dans des conditions aérobies, centrifugée à 27 

000 g pendant 10 min pour se débarrasser des solides et stockée à 20 ° C. Dans ce travail, la 

biomasse a été utilisée pour l'analyse des lipides, les surnageant obtenus après centrifugation 

ont été utilisés pour déterminer le pourcentage de décoloration noire des eaux usées des 

huilieres à huile d'olive a été suivi en mesurant l'analyse spectrale. L'absorbance du surnageant 

retiré à différents intervalles de temps a été mesurée à la longueur d'onde d'absorption maximale 

pour l'effluent (λ max = 550 nm)en utilisant un spectrophotomètre(Ayed et al, 2019). Le 

pourcentage de décoloration a été calculé selon l'équation(Hamimed et al. 2020) . 

                               Décoloration (%) =  (𝐴𝑏𝑠𝑖-𝐴𝑏𝑠𝑓)/𝐴𝑏𝑠𝑖 ×100. 

𝐴𝑏𝑠𝑖fait référence à l'absorbance initiale (avant incubation) et 𝐴𝑏𝑠𝑓fait référence à 

l'absorbance finale (après incubation pendant 24, 48,72h. 

B.2. Etude de l’accumulation lipidique intracellulaire 

Afin de confirmer que la levure Y.lipolytica a la capacité d’accumuler des quantités 

importantes de graisses intracellulaire, quand elle est cultivée dans des milieux soit 

hydrophobes ou hydrophiles (YPD, YPDOA, YPDLA, YPDOMW, YPDWCO), l'analyse 

microscoppique est effectuée à l'aide des deux Microscopie optique et Microscopie à 

fluorescence avec coloration de cellules eu Noir soudan   et au rouge Nil, respectivement; et     

détermination de la biomasse 

B.2.1. Observation de l’accumulation lipidique intracellulaire 

L’observation de l’accumulation lipidique intracellulaire est exposée par microscopie 

optique avec au Noir soudan et par microscopie fluorescence au rouge Nil, au colorant Noir 

soudan. Pour la microscopie optique, on prélève quelque gouttes des cultures de levure en 
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croissance après 48h d’incubation dans les différents milieux de culture (YPD, YPDOA, 

YPDOMW,  YPDWCO et YPDLA) et les observées sous microscope. Le microscope utilisé 

est un microscope Binoculaire MOTIC (Elite B1-220 E-SP), avec grossissement (×100) à 

immersion d’huile. 

C.2.1.1.Coloration de cellules au Noir soudan / Microscopie optique  

Le Noir de Soudan est un colorant très employé en microscopie optique à contraste de 

phase. Il permet de mettre en évidence les polymères lipidiques intracellulaires localisés au 

niveau du cytoplasme des microorganismes (https://hal.univ-lorraine.fr/tel-

01752507/document.). Après avoir préparé les frottis, les lames ont été séchées à une 

température ambiante, puis quelques gouttes du colorant noir de soudan B ont été déposées 

pendant 10 minutes. Les lames sont ensuite immergées dans une solution de xylène pendant 10 

secondes ce qui mène à une décoloration complète.  La contre coloration est effectué à la 

solution en fuchsine pendant 15 secondes. Les lames enfin ont subies un lavage à l’eau courante 

puis égouttées sur papier absorbant. Les cellules colorées sont observées à l’objectif x 100 

(Ravikumar et al. 2012). Les lames sont observées en microscopie optique en contraste de phase 

avec de l’huile à immersion au grandissement γ : 100X. 

 

B.2.1.2.Coloration de cellules au rouge Nil / Microscopie à fluorescence 

Concernant la microscopie à fluorescence, avec la coloration des cellules par le rouge Nil 

nous avons suivi la méthode décrite par (Beopoulos et al., 2008 ; Bouchedja et al., 2017) qui 

consiste à rajouter 100µl d’une  solution  de  rouge  Nil  dilué  dans  de  l’acétone à 1mg/ml pour 

1 ml de culture  de  cellules  et  incubée  30  min  à  la température ambiante à l’obscurité. La 

suspension cellulaire est ensuite lavée trois fois avec une solution éthanol/ eau distillé et ré-

suspendu en tampon sodium phosphate (pH 6,8 ; DO= 2,5 unités à A 600 nm). Les cellules sont 

alors observées sous le microscope équipé d’un émetteur de fluorescence (LEICA) avec un 

objectif (x100) et lentille bleu sous immersion. 

B.2.2. Détermination de la biomasse  

Pendant la période de fermentation, 100 ml ont été prélevés toutes les 24 heures (dans les 

phases de croissance exponentielle moyenne, exponentielle tardive et stationnaire) du 

bioréacteur contenant un volume de travail de 4 L et les cellules ont été récoltées par 

centrifugation (10000 × g/20 min à T=10 °C ; centrifugation réalisée dans un SIGMA 

Laborzentrifugen D-37520 Osterode am Haarz, Allemagne) pour suivre la cinétique de la 

https://hal.univ-lorraine.fr/tel-01752507/document
https://hal.univ-lorraine.fr/tel-01752507/document
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biomasse. la teneur en biomasse (g L- 1) a été récupérée, puis lavée avec de l'eau distillée froide 

et avec de l'hexane et du méthanol ou de l'éthanol également pour éliminer la forme lipidique 

extracellulaire à la surface des cellules, en appliquant à chaque fois une centrifugation (8500 rpm 

pendant 20 min à T=4 °C) comme décrit précédemment (Katre et al. 2017; Tzirita et al. 2018b). 

Enfin, elle a été estimée par gravimétrie en tant que poids sec cellulaire (PSC) après incubation 

pendant une nuit à 50 °C. Parallèlement au calcul du taux de croissance des cellules par la cellule 

de Thomas, la biomasse sèche a été calculée et exprimée (X, g/L).  Comme chaque mesure est 

rapportée comme une moyenne de trois mesures indépendantes. 

B.3. Dosage des lipides 

Le dosage des lipides accumulés est effectué selon la méthode développée au sein de 

l’équipe FAME par Julien Cescut (Cescut 2009). L’analyse des lipides intracellulaires nécessite 

les étapes de préparation de l’échantillon, extraction, purification (évaporation) et analyse. Il 

est à noter que du fait de l’utilisation de solvant organique, tous les contenants utilisés sont 

résistants aux solvants et leur manipulation se fait sous une hotte chimique. Par ailleurs toute la 

verrerie utilisée pour l’extraction de lipides est préalablement rincée à l’acide nitrique à 10%, 

pour laver d’éventuels lipides contaminants. 

 

B.3.1. Préparation des échantillons 

Pour la préparation des échantillons, la suspension cellulaire est centrifugée 10 min  à 

8500 tr/min. Elle est ensuite lavée à l’eau distillée 3 fois, puis on fait une 2ème centrifugation 

pendant 5 min. Les culots sont congelés à -20°C puis subissent une lyophilisation pendant une 

nuit à -40°C et sous vide. La biomasse sèche peut alors être pesée et caractérisée. Cette 

préparation a pour avantage de travailler directement sur la biomasse sèche, assurant un accès 

des solvants aux cellules plus facile. Les lyophilisats peuvent être conservés plusieurs jours. 

Cette masse est utilisée pour l’extraction.  

B.3.2. Extraction  

Extraction par Soxhlet : le Soxhlet est une méthode de laboratoire souvent utilisée pour 

extraire des huiles, l’appareillage se compose selon la figure 25. L’extraction s’effectue par un 

entraînement des composés à extraire par un solvant liquide. Le solvant d’extraction est porté 

à ébullition 40°C. Les vapeurs de solvant traversant le Soxhlet sont condensées au niveau du 

réfrigérant et s’écoulent au travers de l'échantillon dans la cartouche. Ce système de distillation-

condensation assure au solvant une circulation en continu dans l’échantillon. Un siphon permet 
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au solvant de s’écouler de la cartouche pour retourner dans le ballon. Le solvant peut donc 

recommencer un nouveau cycle d’évaporation/condensation. De nombreux cycles d’extraction 

peuvent ainsi se succéder. Son principal avantage est que l’échantillon est continuellement 

extrait avec du solvant renouvelé. Ses inconvénients sont un temps d’extraction 2 heures, la 

masse d’échantillon introduite 1g un volume de solvant important 100 ml. Différents solvants 

ou mélanges de solvants sont utilisés, la meilleure combinaison choisie étant le mélange iso-

volumique chloroforme/méthanol 2/1 (v/v). 

 

Figure 25: Schéma d’un montage Soxhlet (Cescut., 2009). 

 
 

B.3.3.Purification (évaporation) 

Afin de pouvoir procéder à quantification massique des extraits lipidiques, les solvants 

sont éliminés par évaporation de la phase organique par évaporation sous vide. L’appareillage 

utilisé est un Rotavapor constitué d’une pompe à vide, du montage (Rotavapor) et d’un bain-

marie. Le principe de la séparation repose sur l’écart entre les températures d’ébullition du 

solvant et de l’extrait lipidique. Le ballon rodé contenant l’extrait est fixé à l’axe du Rotavapor 

et porté à 50°C dans le bain-marie pendant 1 heure. Enfin, le poids des lipides extraits a été 

mesuré à l'aide d'une balance analytique (Shimadzu AY220). 
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B.4. Analyse des lipides extraits  

B.4.1.Gravimétrie 

La teneur en lipide est calculée par différence de masse entre le ballon de rotavapor vide 

et le ballon de rotavapor avec l’extrait lipidique pur. Cette masse est rapportée à la masse  de  

lyophilisat  utilisé  pour  l’extraction. Nous avons exprimé le rendement lipidique en 

concentration (g / L de milieu), la teneur en lipides en pourcentage du poids lipidique par rapport 

au poids de la biomasse sèche (% w / w) et la productivité en g lipide / (g biomasse × h). Les 

mesures doivent être le plus précises possible : à 0,2 mg. 

B.4.2. Chromatographie en couche mince (C.C.M.) 

La matière grasse, qu'il s'agisse des lipides extra- ou intracellulaires, peut être analysée 

par la chromatographie en couche mince. Concernant les lipides intracellulaires, à part l'analyse 

totale des acides gras (qui nous montre le profil général des acides gras des lipides) il est 

intéressant de connaître de différencier les classes lipidiques qui les contiennent (triglycérides, 

acides gras libres...). Pour cela, une analyse des lipides s'effectue par la chromatographie en 

couche mince, une microquantité des lipides (quelques mg) dissoute dans le réactif Folch est 

déposée sur une plaque d'aluminium en gel de silice 60G. Le mélange des solvants utilisé pour 

la migration de la matière grasse, est de l'éther du pétrole (70), de l'éther diéthylique (30) et de 

l'acide acétique (1/1) (v/v). La visualisation des fractions lipidiques est réalisée après 

pulvérisation avec le réactif d'acétate de cuivre (acétate de cuivre/acide phosphorique 1/1 v/v) 

suivi d’un séchage de la plaque (180°C-10 min). Alternativement, les plaques peuvent être 

visualisées sous ultra- violet (UV). Un produit pur acide oléique est la référence pour les 

différentes classes lipidiques des lipides intracellulaires. 

 

B.4.3.Caractérisation des acides gras totaux  

Afin d’analyser la composition en acides gras présents dans l’huile, il est nécessaire de 

réaliser une transestérification. 

B.4.3.1.Transestérification en esters méthyliques d'acides gras 

La composition en lipides de la biomasse est déterminée et quantifiée par 

chromatographie en phase gazeuse. Les lipides extraits doivent être préalablement estérifiés. 

Pour cela, un protocole adapté de (Beligon,  2016) a été utilisé. La transestérification s’effectue 

en présence de MeOH/BF3 14% (Méthanol/Boron trifluoride, FLUKA/CAS 373-57-9). 100 μL 

d’échantillon sont ajoutés à 800 μL de MeOH/BF3 et incubés pendant 15 minutes dans un bain-
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marie à 100°C.  Après refroidissement à température ambiante, 1,5 mL d’eau distillée et 750 

μL d’hexane sont ajoutés. Après homogénéisation au vortex pendant 2 minutes et décantation, 

la phase organique est récupérée dans un Vial afin d’être injectée en GC. 

 

B.4.3.2. Conditions opératoires de la caractérisation des acides gras par GC-MS 

L’analyse des méthyles esters des acides gars est employée sur une chromatographie en 

phase gazeuse (Agilent, HP 5890 série II) munie d’une colonne capillaire SOB-S (0,25 cm x 

30 m x 0,25 μm) et d’un détecteur à ionisation de flamme (FID). Le gaz vecteur est l’azote. 

L’injecteur et le détecteur sont tous deux définis à 260°C. Le split ratio est de 1:20 (v/v). Les 

paramètres de la méthode sont : une température initiale de 140°C pendant 5 minutes puis une 

augmentation de température de 4°C/min jusqu’à 240°C et maintien de cette température 

jusqu’à la fin de cette méthode qui dure 35 minutes. Les acides gras sont identifiés en 

comparaison avec des standards des méthyles esters commerciaux (FAME 32, FAME mix C16- 

C18, FAME C4-C24, Supelco, France ; C16 :1 n-9, Cayman, France) et quantifiés grâce à la 

méthode d’étalon interne. L’acide gras qui a servi comme étalon interne s’agit de l’acide 

heptadecanoic (C17 :0, Sigma), ajouté dans la solution de acides gras, avant transestérification, 

en concentration 50 μg/ mL. 

B.5.Etude de la production d’arome de type lactone 

Pour dire que la levure Yarrowia lipolytica cultivé dans l'acide ricinoléique arrivait À 

produire le γ-décalactone qui donne l'arôme spécifique de la pêche. Afin de vérifier la capacité 

de la levure de produire cet arôme dans un milieu formulé à base d'acide ricinoléique, des 

observations microscopiques suivies d'extraction des lactones ont été effectuées. 

 

B.5.1. Extraction de γ-décalactone 

L’extraction de la lactone a été réalisée par extraction liquide-liquide en utilisant de l'éther 

diéthylique au 6é𝑚𝑒 jour de la mise en culture de Y.lipolytica ont été centrifugés à 8500tr/min 

pendant 10 minute. Les composés d’aromes ont été extraits du surnageant avec 10 ml de 

surnagant et 6 ml de solvant à température ambiante par une forte agitation pendant 5 min dans 

un vial de 4 mL (Waché et al. 2001).  Après 30 min de repos pour séparer les différentes phases, 

La couche d'éther a été récupéré et déshydratée par Na2S04 anhydre, puis le solvant a été 

éliminé par evaporation rotative et peut être injectée directement dans le chromatographe. 
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B.5.2.Analyse des γ-décalactone extraits 

B.5.2.1. Gravimétrie 

Production globale de γ-décalactone   est calculée par différence de masse entre le ballon 

de rotavapor vide et le ballon de rotavapor avec l’extrait γ-décalactone pur.  Nous avons 

exprimé le rendement γ-décalactone en concentration (g / L de milieu). 

B.5.2.2. Caractérisation γ-décalactone 

L’analyser de γ-décalactone  est par utiliser une chromatographie en phase gazeuse équipé 

d'un détecteur à ionisation de flamme (FID). Les analyses ont été réalisées dans les conditions 

suivantes: température injecteur 200 °C, température détecteur 250°C, température initiale de 

la colonne 60°C, programmation de la température 60°C à 195°C, dans une plage de 20°C/m 

puis jusqu'à 270°C, à une vitesse de 10°C/m. Le débit de gaz vecteur dans la colonne était de 

1ml/ min, rapport de division de 1:30. Les données ont été analysées à l'aide du programme 

d'acquisition et d'intégration, classe GC, version 2.5 de SHIMADZU et comparées à la courbe 

standard précédemment obtenue pour le composé γ-décalactone. 

 

B.6. Montage expérimentale utilise dans cette étude 

La figure 26 représente une vue schématique des expériences utilisées dans cette étude. 

Au début, la levure est activée et les différents substrats carbonés sont inhibés (1a, b et 2). 

Ensuite la culture se fait dans les flacons d'abord uniformément de la taille du substrat et des 

conditions de culture (3a). Après cela, les expériences sont transférées à l'aide de bioréacteurs 

vers les substrats qui ont obtenu un meilleur comportement de la levure et des performances 

plus efficaces (3b et 4a, b). Après cette étape, les produits accumulés sont extraits(5) conservez-

le (6a, b). Enfin, les particules extraites sont identifiées (7a, b). 
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Figure 26: Schéma du montage expérimental. 
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B.7. Étude comparative des données expérimentales 

B.7.1. Levure Yarrowia lipolytica  : comme une modèle d’étude 

La levure atypique Y.lipolytica est l'une des rares levures oléagineuses, aérobies et non 

pathogènes qui ont été largement étudiées approfondies concernant les changements et les 

applications physiologiques, génétiques et métaboliques dans l'environnement et l'industrie. la 

nouvelle tendance apparue récemment dans des outils de génie microbiologique était plus 

adaptée pour tenter d'améliorer l'accumulation de lipides en s'appuyant sur tout le potentiel du 

génie génétique des souches, qu'Il conduit à des performances réalistes en termes de production 

des acides gras requis et de comportement de production d'arômes biotechnologiques (c'est-à-

dire de confrontation aux réactions métaboliques qui se produisent au cours d'une période de 

conversion, par exemple en accélérant la période de décomposition des substrats gras et en 

arrêtant la détérioration de l'odeur produite). on sait que la levure Y. lipolytica a été associée à 

ce domaine, car c'est la levure la plus adaptée pour le séquencage du génome dans ses outils de 

génie génétique (Cescut 2009), bien que sa capacité à accumuler dans la littérateur soit moindre 

(Papanikolaou,  1998), sa capacité à accumuler les acides gras en particulier est plus élevé que 

le autres levure. la souche utilisée dans ce travail Yarrowia lipolytica est producteur de lipase, 

Elle a une surproduction de lipase (LgX64.81) modifiée avec un rapporteur de gène LIP2 - 

LacZ (Bouchedja et al. 2017), elle est certainement adaptée à l'accumulation de lipides et sa 

capacité à dégrader rapidement les substrats lipidique complexe par la lipase sécrétée. 

B.7.2. Culture de  Yarrowia lipolytica : le  mode  de conduite 

La composition du milieu de cultures présente ci-aprés et le mode de fermentations sont 

très importants. selon ( Cescut 2009) aux modes de culture  peuvent affectant sur comportement 

cinétique et performances de la levures, ils permet  d’induire  des  changements  de  

métabolisme.  Nous  avons    établi  les  conditions  expérimentales  pour suivre la croissance 

des cellules, forme et orienter de pH et l’accumulation   de lipides intracellulaires en mode 

culture  en  batch. Beopoulos 2009 confermée qu’avec ce mode de culture on obtient des 

niveaux d’accumulation réduits par rapport des  modes  de  culture en  continu  et  culture en 

'fed-batch'(Papanikolaou et Aggelis, 2003), Toutefois c’est en revanche un outil efficace et 

rapide  pour comparer des comportement   nombreuses souches tout  en gardant des conditions 

expérimentales identiques,  où les conditions ce mode ‘batch’ sont fixées  en  début  de  culture  

(choix  des  substrats,  volume de substrats et et just de source d’azot pour tout culture,  T° ). 

contrairement aux deux mode précédentes, dans lesquelles  l’obtention d’une culture stable est 

délicate et longue à obtenir, et ce mode n’est pas adapté pour l’étude des nombreuses souches 
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génétiquement modifiées. Les chapitres de ce travail détailleront donc les résultats obtenus avec 

cette souche en culture en mode batch. Ces travailles ont été effectuées au niveau des 

laboratoires BioQAL-INATAA. 

B.7.3.Culture de Yarrowia lipolytica: les phases 

Les phases de croissance  lié  directement à la production d'arôme et accumulation de 

lipides, elle  permet  l’obtention  d’une  concentration  élevée  en  biomasse et  d'arôme  dans  

un  état  physiologique  imposant  des  taux  de  croissance  proches  des  valeurs  maximales.  

Afin  de déterminer les différents flux (accumulation de lipide intracellulaires  et  production  

d'arôme)  sur  la  base  des  paramètres  cinétiques  mesurable selon  de source de carbone,  avec 

également tenant compte de l’énergétique(milieux dépendant glucose), aussi la dégradations 

substrats lipides complexe comme margine et huile usée aux voies anaboliques et de production 

des acide gras et transformation de huile de ricin à gamma décalactone et ré-consommation. 

C’est pourquoi une description le comportement cinétique et performances de Y. lipolytica des 

différentes phases de culture a été développée , En réalisant des étudié le comportement   à 

différentes étapes de la culture en y mesurant les  valeurs  du  taux  de  croissance  et de  la  

teneur  en  lipides,  pH lors de la culture. Ces  informations  sont  très  utiles  lors  de  

l’élaboration  de scénario  de  culture  car  il est possible de connu l’enchaînement des phases 

de accumulation des lipide et production de arome ,découvrir  un  décalage temporel et 

limitation et inhibition possible de certains milieux de cultivation  ,  limitation de re-

consommation l'arôme  produit  et accumulation de lipides par arrêté de la réactions à ce point. 

Elle  permet  également  de suivi la forme cellules pendant tout la période de culture en fonction 

de certains comportements qui expliquent l'apparition de processus d'accumulation de lipide ou 

de production d'arôme, par exemple, la forme cellulaire allongée et formes mycéliale a était 

associée à l'état de production d'arômes. 

 

B.7.4. Culture de Yarrowia lipolytica: les substrats 

Les conditions de culture, comprenant la composition des milieux (substrats) peuvent  

affecter  fortement  comportement cinétiques  de levure qui est attribué au fine  la production 

de biotech arome, ou orienter  le  métabolisme  vers  la  production  d’acides  gras  ou  de  

métabolites  secondaires  (par exemple le citrate), selon le milieu  stimulant. Le travail a démarré 

par la mise en place de groupe de culture permettant de suivi comportement cinétique et 

performances de la levure Y. lipolytica sur large des substrats soit hydrophobe (comme acide 
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oléique acide linoléique, margine, huile usée et lactosérums) ou hydrophiles (glucose et datte 

sirupe) avec mémé gamme de ratio azote en milieux. Notamment, aux milieux constitués 

d’effluents et des déchets. aussi  l'arôme produit et le rendement  en  lipides  peut être affect  en 

volume de substrats et  fonction  de  la  quantité  de  des acide gras  formés dans substrats, 

respectivement. 
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Résultats et discussions 

 
Le travail a démarré par la mise en place de groupe de culture permettant de balayer une 

large gamme de sources carbone dans fioles par des analyse cinétique multi-niveau a été réalisée 

à partir du suivi des variables du comportement   levure, afin de déterminer bon milieu 

qu'induisant l’accumulation de lipides et l’induction de production d'arôme. Une fois les 

résultats obtenus à partir de la souche à la ferme sont étudiés en flacons et validés sur la souche.  

L'étude a été développée en sélectionnant des sources de carbone dans lesquelles les 

performances de la souche étaient meilleures et en les cultivant dans des bioréacteurs puis 

d'analyser et de déterminer les lipides accumulés à l'intérieur des cellules et l'arôme produits à 

partir de ces substrats. Les parties suivantes détailleront donc les résultats obtenus avec cette 

souche en culture en mode discontinu, comme suit :  

 Étude comparative et caractérisation du comportement et performée de levure 

Yarrowia lipolytica    sur diverses sources carbonées : Comportement et 

performance de Yarrowia lipolytica en réponse aux substrats. Dans cette première 

partie de résultats, nous avons étudié le comportement cinétique et performances de la 

souche sur différents milieux en fioles (glucose, acide oléique, acide linoléique, 

margine, huile usé et huile de ricin). Le travail s’intéresse en particulier dans cette 

première partie à des aspects comme la viabilité (croissances et morphologique 

cellulaire), le pH, la Variation global lipidiques accumulée selon les milieux et réponse 

de la souche aux substrats. 

 

 Etude et identification des lipides accumulées intracellulaire à partir de diverses 

sources carbonées par levur aérobie Yarrowia lipolytica. Dans cette deuxièmes partie 

de résultats, nous avons concentrée  étude et Identification des lipides cellulaires de 

Yarrowia Lipolytica cultivée sur différents milieux des cultures qui favorise 

l’accumulation de lipide (YPD, YPDOA, YPDWCO et YPDOMW) en fioles puis en un 

bioréacteur: effets des déchets hydrophobe de culture (huile de cuisson, margine) sur 

leur comportement et la production de lipides cellulaires. 

 

 Production de γ–décalactone (arome de pèche) par la levure non pathogene Y. 

lipolytica.  Dans cette troisièmes partie de résultats, Y. lipolytica  a été utilisée pour  

production d’arôme de type lactone (Gamma décalactone)  en présence de huile de ricin  
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dans le milieu de culture (PCO) en fioles puis en un bioréacteur , après extraction, 

séparation, elles sont identification et caractérisation par   chromatographie à  GC-MS : 

effets des différentes concentrations huile de ricin  de culture  sur leur comportement et 

la production de Gamma décalactone. 
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A. Étude comparative et caractérisation du comportement et 

performée de levure Yarrowia lipolytica    sur diverses sources carbonées 

 

La levure Yarrowia lipolytica recèle un vaste potentiel pour répondre à la demande 

croissante de bioproduits, notamment d'aliments et de carburants durables. De plus, la tendance 

l'économie circulaire vise à utiliser les déchets des industries agricoles et alimentaires, y 

compris ceux non commercialisables en raison de dommages ou d'utilisation après récolte, 

comme substrats carbonés pour la croissance des micro-organismes. Le produit final microbien 

peut à son tour être utilisé comme source d'arôme ou de lipides microbiennes (acides gras), 

selon le substrat, pour la production en aval de bioproduits appropriés. Dans le but d'étendre le 

modèle piloté sur la levure cultivée sur les substrats de carbone, cette partie de l'étude étudie le 

comportement de la levure Y. lipolytica sur sept substrats différents et l'évaluation du type de 

produits finaux. Dans cette partie, nous démontrons la faisabilité de la croissance de Y.lipolytica 

sur tous les substrats de carbone grâce à l'évaluation de la composition immédiate des produits 

finaux (c'est-à-dire arôme, lipide). De plus, les résultats de cette partie soutiennent davantage 

la faisabilité du développement d'un modèle zéro déchet et l'optimisation des conditions de 

culture pour identifier les bioproduits les plus viables  pour une future mise à l'échelle à l'échelle 

industrielle de la croissance de micro-organismes sur un substrat de déchets, et plus largement. 

Les résultats expérimentaux obtenus lors de plusieurs substrats    en   mode cultures batch 

alimenté par fioles, sont décrits ci-après et ils sont parfaitement reproductibles en utilisation 

bioréacteurs contrôlée en la partie II et III. 

 

A.1. Variables cellulaires 

A.1.1. Croissance cellulaire de la levure 

Les résultats obtenus de l’étude de la croissance cellulaire de la levure cultivée dans des 

milieux de composition différente (glucose, acide oléique, acide linoléique, margine, huile usé 

et huile de ricin) sont présentés sur la figure 26.  

Sure la figure 27 on observe la même tendance a été observée qui amorce une croissance 

exponentielle jusqu'à 24 h de culture en milieu glucose et acide oléique.  . Après ce point (c'est-

à-dire lorsque les cellules entrent dans la phase de croissance stable), le nombre de cellules de 

levure a été maintenu tout au long de la période de culture restante. Mais il a doublé le nombre 

total de cellules pour le milieu contenant glucose comme source de carbone, qui pourrait être 
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due au fait que l’inoculum ont été cultivés dans le milieu de composition similaire   comparée 

d'autre milieux (une période d'adaptation peut être requise par la souche lors du transfert sur le 

nouveau support), aussi, l’utilisation du glucose, quelle que soit son origine, est intéressante car 

elle a une teneur élevée et facile en énergie par rapport à d'autres substrats (Boyle and Morgan 

2009). Alors que dans le milieu qui dépend de l'huile de ricin, une diminution du taux de 

croissance total a été observée, et un temps de culture plus long a été observé jusqu'à 120 heures. 

Alors qu'il n'y avait pas de croissance dans le milieu dépendant de l'acide linoléique 

(probablement en raison de l'effet antimicrobien de l'acide linoléique (Lin et al. 1996; Saygün 

et al. 2014; Lin and Wu 2015), qui a montré un effet antimicrobien de l'acide linoléique sur 

différentes bactéries G (+). Ainsi, ce résultat indique que cette souche est incapable de 

métaboliser l'acide linoléique.  

 

D'autre part, dans les milieux qui dépendaient des déchets lipides (OMW, WCO), La 

courbe de croissance était bas et sur lignes convergentes dans les premières heures de culture 

(0-20 h).  Après 24 h de culture, les affichages ont montré une augmentation marquée du 

nombre de cellules pour les deux milieux, mais ont doublé le nombre de cellules pour le milieu 

contenant l'huile usagée comme source de carbone (figure 27). Où la margine avait un effet sur 

la physiologie de la souche étudiée par rapport à l'huile usée, Cela peut être dû à la concentration 

des composés phénoliques et à la toxicité de la margine(Dourou et al. 2016; Sarris et al. 2017, 

2019). Les niveaux de croissance varient entre les milieux dans les tests effectués. 

significativement, La présence des déchets lipides (OMW, WCO) a légèrement inhibé la 

croissance cellulaire, et un temps de culture plus long a été observé d'environ 48-72 heures pour 

cette souche avant que les levures n'entrent dans le stade de croissance stable (due l'effet 

antimicrobien : la composée phénolique qu'est présent dans OMW,  et aldéhydes, 

semialdéhydes, hydrocarbures, radicaux alcoxy et acides dans WCO)(Dourou et al. 2016; Sarris 

et al. 2017, 2019a; Katre et al. 2017; Tzirita et al. 2019). Cependant, mais ils étaient plus 

magistraux à la fin de la fermentation que les cellules des autres milieux. Par conséquent, elles 

semblaient encore en croissance (une accrues des concentrations cellulaires finales jusqu’à (1,2 

x108 et 0,9 x 108) a été observée sur l'huile usée et la margine, respectivement (Figure 27). 

Raison de sa capacité à s'adapter à des conditions environnementales difficiles, Banker et al., 

(2009) a cité que cette levure est un bon candidat dans le traitement des déchets agricoles 

industriels.  
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In général, Les résultats montrent que quel que soit le milieu de culture, les cellules 

présentent une croissance normale (Comme prévu). Néanmoins, Les données préliminaires 

obtenues dans cette étude indiquent que les vitesses et les taux de croissance diffèrent pour 

différents milieux de culture. De même,Fontanille et al. (2012); Zhao et al. (2012); Lin et  Wu 

(2015); Kolouchová et al. (2016); Johnravindar et al. (2018) ont rapporté que cela peut être dû 

à des différences dans la composition des VFAs des milieux  de culture. Ces courbes permettez-

nous dans la plupart des cas d'observe trois stades; Une période de retard a été observée dans la 

croissance des milieux contient des substrats hydrophobe par rapport glucose, qui pourrait être 

due au fait que les inoculum n'ont pas été cultivés dans le milieu de composition similaire au 

milieu de pré-culture, et donc une période d'adaptation peut être requise par la souche Lors du 

transfert sur le nouveau support(le temps nécessaire à la levure pour synthétiser les enzymes 

adaptées au substrat (lipases, glucokinases))(Mlíčková et al. 2004; Thevenieau et al. 2007) , 

durant cette phase la croissance est nulle jusqu’à 6 heures de temps, et la phase exponentielle ( 

qu'est allonger selon substrates) et la phase de croissance stable.   
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Figure 27: Comportement Y.lipolytica consernant par la cenitiqque croissance cellulaire (DCW 

g/L) (♦▬) et pH (▬ ■ ▬) de cultivée en fiole dans différents milieux de cultures. 
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Ces résultats sont similaires à ceux trouvé par (lin et al., 1996; Beopoulos, 2009; Katre et 

al., 2017; Malajowicz et al., 2018 ), quelle que soit la source de carbone. Y.lipolytica pousse 

aussi bien sur glucose µmax = 0.26 h-1 (Cescut, 2009), que sur de l’acide oléique µmax = 0.33 

h-1 (Papanikolaou et Aggelis, 2003 ;Beopoulos et al., 2011). D'autre milieux (déchets huileux 

: WCO, OMW),   une tendance similaire a été indiquée par   Katre et al. (2017) ont déterminé 

que 72h  était le temps minimum nécessaire pour atteindre la phase stationnaire avec Y. 

lipolytica CECT 1240 et Mutants de Y.lipolytica NCIM 3589 sur des déchets d'huile de cuisson. 

de même, Patelet Matsakas (2018) par C. curvatus cultivée sur huile de cuisson usagée, aussi 

dans les autres milieux (POME) à Y. lipolytica TISTR 5151 la phase exponentielle s’étend 

jusqu’à 72 heures(Louhasakul et al. 2016). Tel que à  Tzirita1 et al. (2018) et Xiaoyan et al. 

(2017) rapporté que 72 heures était la fin de la phase exponentielle par Y. lipolytica LMBF 20 

et M53 respectivement, qu’est cultivé sur milieu huile usagée. La concentration en biomasse de 

la fermentation du glycérol pur et purifié de WCO a atteint son maximum à 72h (Chen et al. 

2018). De même  Rymowicz et al. (2010) etChatzifragkou et al. (2011) sur déchets contenant 

du glycérol de l'industrie du biodiesel.  Concernant les milieux de substrats hydrophobes, la 

composition en acides gras du substrat gras peut jouer un rôle majeur dans l'absorption des 

lipides par Y. lipolytica, expliquant ainsi les pourcentages de dégradation plus faibles des 

lipidiques (Papanikolau et al., 2001, 2002, 2003). Ce qui, à son tour, peut également affecter la 

croissance cellulaire. La croissence cellulaire  légèrement plus élevé basé sur huile usé que le 

margine  pourrait s'expliquer par le fait que certaines quantités d'acides gras libres présents dans 

l’huile usé ont favorisé la croissance des levures plus efficacement, en raison d'une efficacité 

d'utilisation plus facile, que margine composée principalement de triacylglycérol,  

conformément à plusieurs rapports de la littérature (Lin et al. 1996; Fontanille et al. 2012; Yan 

et al. 2012, 2018; Liu et al. 2015), De plus, ils sont similaire à celles obtenues par Lanciotti 

(2005); Domínguez et al. (2010); Katre et al. (2012, 2017); Liu et al. (2019). Où Papanikolaou 

et al. (2010) ont rapporté que plus la teneur en graisses saturées est élevée, plus le défi de la 

biodégradation est grand. Y. Lipolytica présent la particularité de synthétiser un biosurfactant 

(liposan) qui facilite cette étape (Kar et al. 2008) Donc, Nous pouvons émettre l'hypothèse que 

les composants des milieux de culture ont un rôle principale d augmente de la durée de vie des 

cellules. 
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A.1.2.Morphologique de Y. lipolytica 

 Observation microscopique  

Yarrowia lipolytica a très bien poussé dans les tous processus (Figure 27), sauf pour le milieu 

qui dépend d’YPDAcL. En général, les cellules sont apparues sous des formes de type levure, de 

type levure allongée, pseudo-mycélien et mycélien également dans des flacons (Figure 28), comme 

nous pouvons également voir que toutes les formes de levure peuvent coexister dans la même 

culture (PCO).  

 

En effet,  Le polymorphisme n'est pas surprenant pour ce type de levure car il s'agit d'un 

champignon dimorphe, capable de se développer sous différentes formes en fonction des 

conditions environnementales telles que les sources de carbone et d'azote ou des facteurs 

externes (systèmes de mélange, stress aérien, pH moyen)(Cescut 2009; Krzyczkowska 2012; 

Braga et al. 2016; Try et al. 2018; Timoumi et al. 2018b; Bouchedja et al. 2018; Małajowicz et 

al. 2020).  

Comme prévu, il est possible d'observer le dimorphisme des levures dans une même 

culture. Comme dans le milieu de fermentation qui dépend de l'huile de ricin comme substrat 

gras pour produire l'arôme, on peut observer que des formes rondes et filamenteuses coexistent 

dans une même culture. (Avec de l'huile de ricin), où la forme des cellules de levure s'est 

développée tout au long de la période de culture. En effet,  krzyczkowska, (2012) et Małajowicz 

et al. (2020), ont rapporté qu’au de la phase de croissance où la synthèse de la gamma 

decalactone est importante, les formes mycéliennes et pseudo- mycéliennes sont 

prédominantes. Concernant les milieux de culture hydrophobe (YPDOA, YPDLA et 

YPDWCO, YPDOMW et PCO), les cellules adhérentes à la surface du substrat lipidique et 

certain des gouttelettes d’huile sont adsorbées à la surface de la cellule, il est également possible 

de constater que les cellules forment une forte agrégation et ont une tendance à s’agglomérer 

autour des gouttelettes lipidique.  
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Figure 28:  Image microscopique (×100) montrant la croissance cellulaire à 48h  de la levure 

Y.lipolytica cultivée dans différents milieux (YPD, YPDOA, YPDLA et YPDWCO, YPDOMW, 

YPL) et à 48h  de la levure cultivée dans (PCO).  
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Le contacte directe entre la surface des cellules et les petites gouttelettes lipidiques est 

due à la présence des protéines ou des glycoprotéines sur la paroi cellulaire, qui permet 

l’adhésion des substrats hydrophobes, et aussi les propriétés de la surface cellulaire sont 

intentionnellement modifiées afin d'améliorer l'adhésion cellule-substrat, la cellule produit 

également du liposan, qui est un surfactant tensio-actif émulsifié rapidement le milieu de culture 

et améliorer le contacte cellule-acide gras, ceci peut expliquer le passage à la forme mycélienne 

allongée (Aguedo et al. 2004, 2005; Thevenieau et al. 2007, 2010; Gomes et al. 2011a; Try et 

al. 2018). En effet, Ben Sassi et al. (2006); Makri et al. (2010); Bouchedja et al. (2017) ont 

rapporté qu’au fur et à mesure que la phase de croissance avance (et la production de la 

biomasse) des cellules de type rondes apparaissent dans le milieu de culture et la quantité de 

lipides accumulés durant les différentes phases de croissance se traduit notamment par la grande 

taille des cellules. On pouvait s'attendre à de tels résultats dans cette étude, les cellules a été 

apparues à 48 heure (stade attendu de l'accumulation de lipide) ovales ou sous des formes 

ressemblant à des levures et homogène. 

A.2. Variables extracellulaires  

Caractérisation du milieu extracellulaires et des surnageant de culture tell que 

l’assimilation du substrat, pH et arome sont parmi les paramètres biologiques de ce type de 

culture. Concernant pH, Les résultats obtenus de la mesure du pH des milieux de cultures durant 

la période de culture de la souche sont illustrés sur la figure (27). pH du milieu a été surveillé 

régulièrement et il a été observé que la croissance cellulaire sur des tous milieux n'était pas 

accompagnée d'une chute de pH significative tout au long de la culture, indiquant une libération 

mineure d'acides organiques dans le milieu, comme décrit par Beopoulos et al.(2009), Santos 

et al. (2013), et Soares et al. (2017), affirment les modifications du pH peuvent orienter le 

métabolisme vers la production d’acides gras ou de métabolites secondaires (par exemple le 

citrate). A savoir que la diminution du pH est un indicateur important de la production d’acide 

acétique par la levure. Quant à l’influence du pH semblait avoir un effet crucial sur la croissance 

cellulaire et sur l’accumulation lipidique (et la composition de lipidique cellulaire), et aussi la 

production l'arôme (Barth and Gaillardin 1997; Gopinath et al. 2008; Alchihab et al. 2009; 

Gomes et al. 2013) Précisément, la réponse aux variations du pH dépond de chaque espèce de 

levure (Endrizzi and Belin 1995; Soares et al. 2017). Moeller et al. (2012) ont rapporté que  

Y.lipolytica est capable de pousser aux pH faibles, aux alentours de 4, sa croissance et ralenti à 

un pH de 7 et inhibée à un pH supérieur à 8. Ainsi Bouchedja et al. (2018) ont montré que les 

résultats cytométriques en ligne montrant qu’à pH= 5, la croissance cellulaire de même que 
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l’assimilation lipidique étaient nettement moins importante qu’à pH= 6. Papanikolaou et al. 

(2002) ont rapporté que chez Y.lipolytica  l’accumulation de graisse était favorisée à pH =6, et 

que la croissance cellulaire était complètement réduite à des pH 5 et 7. Ce qui concorde avec 

les résultats obtenus dans cette étude  dans des conditions de pH non régulé, quand le pH atteint 

le pH 6 (Figure 27) la croissance cellulaire été observer la meilleur  (Figure 26).  

Comme prévu, en les résultats obtenus dans tous les milieux  dans cette étude et dans des 

conditions de pH non régulé,  Le pH du milieu est donc toujours resté dans la plage de 6,5 à 5, 

ce qui représente la valeur de pH optimale la plus couramment utilisée pour la croissance des 

levures  (Moradi et al. 2013, 2016; Pereira de Andrade et al. 2017; Tzirita et al. 2018b, 2019). 

Concernant la caractérisation des milieux substrats hydrophobes   de culture, on peut 

remarquer que les cellules subirent une forte agrégation et ont à une tendance à s'agglomérer 

autour des gouttelettes d'huile dans les milieux (Figure 28 : observation microscopique), c'est à 

dire se contacte entre la surface extérieure de levure et les gouttelettes lipidiques.  

Selon Mlickova et al. (2004), Aguedo et al. (2005) ; Gomes et al. (2011), la surface de 

contact des gouttelettes lipidiques avec les cellules et la surface entre deux phases liquides sont 

des facteurs attribuables à la dégradation d'un substrat hydrophobe et donc croissance des 

cellules et production du bioproduits (lipides ou arôme) par les cellules de levure. Y. lipolytica 

est bien connue pour ces activités lipolytiques  et  protéolytiques  extracellulaires, elle produit 

des surfactants qui réduisent la taille des gouttelettes en augmentant ainsi la surface du contact 

entre la cellule et le substrat, de plus elle secrète de plus un émulsifiant extracellulaire, le 

liposan, et une lipase extracellulaire, Lip2p, permettant  l’hydrolyse  des  TAG par les lipases, 

et assimiler à partir du milieu (Barth  et  al.,  2003 ; Mlickova et al., 2004; Beopoulos, 2009). 
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Figure 29: observation microscopique (×100) de Y. Lipolytica sur milieu des substrats 

hydrophobes (YPDM) sans (a) et sous une coloration de noir soudan(b). 

 

A.3. Variables intracellulaires 

A.3.1. Coloration au noir Soudan B des cellules 

Concernant analyse qualitative des lipides, les résultats comprenaient le comportement 

des LBs par l'observation microscopique, suivie de l'observation microscopique avec du Noir  

Soudan pour des milieux de fermentation qui visant à l'accumulation intracellulaire de lipides. 

L'accumulation de lipides de la levure Y. lipolytica sur différents milieux a été montrée sur les 

images (figure 29). Au travers de teste préliminaire de la souche par coloration au noir Soudan 

(c'est un colorant qui colore les lipides)(Duarte et al. 2013 ; Schulze et al., 2014 ; Lindquist et 

al., 2015) dans des expériences en fioles agités (Figure 30). Il a été observé que la levure était 

capable d'accumuler des lipides dans tous les milieux. Généralités, Au cours de la fermentation 

(72 h), les lipides se sont accumulés dans les cellules et la teneur maximale en lipides a été 

observée à 48h(en phase de croissance exponentielle) . Cependant, les cellules qui se sont 

développées sur des substrats lipidiques présentaient une couleur violet foncé intense par 

rapport au milieu glucose-dépendant, qui apparaissait légèrement intracellulaire, l'aspect plus 

foncé était principalement sur la paroi cellulaire (en raison de la présence de graisse dans la 

composition de cette paroi), car il est oléagineux, où l'accumulation de lipides était le plus basse 

(avec glucose).  

 

a b 
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En générale (et quel que soit le milieu de cultures), Lorsque le processus de fermentation 

continue en mode batch utilisé dans cette étude (selon la figure 30),   il y a eu une diminution 

de l'accumulation de lipides au dernier stade de la fermentation, Ceci est vraisemblablement dû 

à la dégradation des lipides par ß-oxydation peroxysomale, cette observation soutien les 

confirmations de Aggelis et al. (1995), stipulant que les microorganismes oléagineux qui 

poussent sur les graisses consomment généralement leurs propres lipides de stockage, lorsque 

le débit des acides gras ex-cellulaires est considérablement diminué dans le milieu de culture et 

qu’il ne plus peut pas couvrir les besoins métaboliques microbiens. Beopoulos, (2009), qui 

affirme que dans un milieu contenant l’acide oléique le contenu maximal des souches en lipides 

atteint le 15 % du poids sec après 11heures de culture. Ce dernier reste constant pendant la 

première partie de la phase stationnaire (jusqu’à 24 heures) et puis diminuer. De méme, 

Papanikolaou et al. (2006), qui montre que l’accumulation de lipides est toujours dépendante 

de l’influx de carbone. Une fois le réservoir de carbone extracellulaire épuisé, les lipides stockés 

peuvent être mobilisés.  

 

Pour cette raison, les cultures en batch ne permettent pas l’accumulation de taux élevés 

de lipides, de même à Zhao et al. (2012). Selon Papanikolaou et al. (2002), Zhu et Jackson 

(2015), la culture en mode continu peut aussi permettre d’obtenir des concentrations élevées en 

biomasse et des teneurs en lipides importantes. Toutefois l’obtention d’une culture stable est 

délicate et longue à obtenir, et ce mode n’est pas adapté pour l’étude des nombreuses souches 

génétiquement modifiées. Les conditions de culture en mode ‘batch’ sont fixées en début de 

culture (substrats, rapport C/N, pH).Généralement, la culture en mode ‘batch’  ne permet pas 

d’intervenir facilement au cours de la culture. Il est donc évident qu’avec ce mode de culture 

on obtient des niveaux d’accumulation réduits, mais c’est en revanche un outil efficace et rapide 

pour comparer les capacités d’accumulation et de ré-consommation des nombreuses souches 

tout en gardant des conditions expérimentales identiques. 

D'autre part, Au point de fermentation où l'accumulation de lipides a été observée était 

moins d'éclat entre 48 et 72 heures une stabilisation de la croissance a été observée à milieu 

d'abord  ( acide oléique)et une croissance continue pour certains milieux( comme l'huile usée 

et margine), e qui serait dû au fait que les lipides ont été dégradés par les cellules en tant 

qu'énergie pour maintenir leurs activités (Katre et al., 2012, Louhasakul et al., 2016; Chen et 

al., 2018; Tzirita et al., 2018), même si des quantités de substrates sont restées dans les milieux. 
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Figure 30 : Images microscopiques (optique : 100×) sans et avec Noir Soudan respectivement, pour des 

milieux de fermentation qui visant à l'accumulation intracellulaire de lipides (YPD, YPDOA, YPDOMW 

et YPDWCO) après 24h (A), 48h (B)  et 72 (C) de mise en culture en fiole. 

        YPD    YPDAcO       YPDM      YPDHu     
       YPD       YPDOA  YPDOMW YPDWCO 

 A  A  A  A 

 B  B  B  B 

 C  C  C  C 
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Ces résultats sont similaires à ceux de Tzirita et al. (2018)  qui rapporte que pendant la 

fermentation, les lipides se sont rapidement accumulés dans les cellules en phase de croissance 

exponentielle (jusqu'à 72 h) et la teneur maximale en lipides a été observée à 48 h, d'huile de 

cuisson usagée (FOGs)  par Y. lipolytica strain LFMB 20. Dans les autres milieux (POME) par 

Y. lipolytica TISTR 5151 la teneur maximale en lipides a été observée à 48h et dure jusqu’a 72 

heures avant d’être utilisé comme source d’énergie par levure(Louhasakul et al. 2016). Ce qui 

suggère que la fermentation pourrait être arrêtée à 48 h afin d'éviter la consommation de lipides 

stockage. La souche a présenté une manifestation différente de l'accumulation de lipides 

lorsqu'elle était cultivée dans différente hydrophobe, et aussi à rapport au glucose, ce qui se 

reflétait dans ses caractéristiques de croissance sur les substrats hydrophile et hydrophobe. en 

accord avec la littérature pertinente le rendement des lipides est varier selon le type de substrat 

utilisé dans le milieu de culture (Cescut, 2009).  

 

Concernant substrats hydrophobe , l'accumulation de lipides par la levure est considéré 

un processus anabolique primaire ((synthèse lipidique ex novo : les substrats externes tels que  

les huiles sont d'abord dégradés et hydrolysés en surface, puis incorporés tels quels ou avec 

modification (Beopoulos et al., 2011)), qui se produit simultanément avec la croissance 

cellulaire (Chi et al. 2011; Magdouli et al. 2014, 2017),  comme dans notre étude, les chercheurs 

ont rapporté que le processus d'accumulation de lipides à partir de substrats hydrophobes est 

influencé de manière critique par la composition en FA de la graisse utilisée(Papanikolaou and 

Aggelis 2003b, 2011a; Papanikolaou et al. 2006, 2011; Bialy et al. 2011; Katre et al. 2012; 

Saygün et al. 2014; Carsanba et al. 2018; Chang et al. 2022). En outre, aucune inhibition du 

substrat de lipide (C.à.d., déchets de huile et margine) sur l’accumulation de lipide n’a été notée, 

cela indique la capacité de la souche à tolérer des composés toxiques et à accumuler des 

lipidiques. comme prévu, Y. lipolytica, un organisme modèle connu pour avoir la capacité 

d'assimiler des variété substrats hydrophobes (TRG, les graisses et les huiles), et d'accumulation 

de lipides (Papanikolaou 1996 ; Fickers et al., 2005; Papanikolaou et Aggelis 2011). En plus 

de ce qui précède (l'accumulation de lipides le plus basse), le coût de la fermentation avec des 

concentrations élevées de glucose limite son utilisation pour la production (SCO), une manière 

possible de surmonter ce problème est d'utiliser des milieux de fermentation lipidique peu 

coûteux. Par conséquent, Ces résultats confirment l'utilisation potentielle de déchets (de huile 

usée et margine) comme aux  bonne substrat «lipogène».  
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A.4. Utilité de la souche productrice de lipase à travers les résultats l'étude 

L'analyse des cultures réalisées nous a permis de montrer que les substrats huileux sont 

plus performants en milieu de fermentation avec la souche productrice de lipase. la lipase, peut 

stimuler la production d'huiles monocellulaires et biotech arôme à partir dégradation de 

substrats hydrophobes. Où le développement rapide d'une surexpression efficace des enzymes 

microbiennes dans les souches, un processus de catalyse des lipases microbiennes peut être 

associé à l'utilisation du large spectre de réactions catalytiques dans les milieux hydrophiles et 

hydrophobes. Où l’utilité de la surexpression efficace des lipases microbiennes est concernée 

par les bioproduits potentiels et bio remédiation des déchets riches en lipides. L'un des outils 

utilisés pour ce type d'opération était la levure oléagineuses Y.lipolytica  qui surproduit de la 

lipase. La flexibilité métabolique de la souche étudiée a été mise en évidence. 

A.4.1. Réponse du Y. lipolytica aux déchets lipides 

Les composés complexes d’hydrophobes des déchets organiques sont connus comme des 

sources de carbone qui peuvent être utilisées par les levures comme Y.lipolytica pour de 

nombreuses applications. Bien que ces composés causent parfois des perturbations aux micro-

organismes (en particulier aux levures), mais sont aussi rapportés comme donner aux cellules 

de levure une certaine résistance contre les stress environnementaux.  Alors, nous avons étudié 

devenir du carbone dans des conditions de croissance Y.lipolytica sur OMW et WCO en tant 

que substrats et co-substrats avec du glucose. Significativement, sur la réponse métabolique (la 

résistance de la levure Y. lipolytica à réponse au choc d’un composé complexe en milieux 

amphiphile), et le temps d'adaptation. Bien que le retard de croissance qui sont perceptible 

initialement dès le premier jour de culture, les résultats obtenus montrent que :  

- Les cellules ayant poussé sur huile usé et margine a permis l’obtention de hautes 

densités cellulaires. 

- La possibilité de la souche à consommer substrats dans des conditions de croissance.  

- La flexibilité métabolique de la souche étudiée a été mise  en  évidence: une  très  

rapide  adaptation    a  été  observée  sur  les  des  substrats  étudiés. 

- Il a également été démontré qu'un élevée de lipides intracellulaires lors de l’utilisation 

du ces substrats comme source carbonée, les cellules ayant poussé sur huile usé et 

margine sont plus brillant   que les cellules ayant poussé sur glucose.  

 

Principalement, ce travail met en évidence le rôle d'accumulation des lipides dans la 

réponse cellulaire qui se manifeste de différentes manières en réponse à ces stress. 
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L'accumulation de graisse à l'intérieur de la cellule (sous le nom de corps gras) est considéré 

importante pour la résistance de la cellule aux milieux.  En générale, les cellules ayant poussé 

sur glucose et aussi des substrats hydrophobes a été formée des corps lipidiques. Mais les 

cellules ayant poussé sur des substrats hydrophobes a été plus fluorescences. Donc des substrats 

lipidiques sont liée à la présence de corps lipidiques intracellulaires, semble donc jouer un rôle 

clé dans la résistance cellulaire à ces milieux. Ce travail relève aussi que la présence de lipides 

modifie le processus de mort cellulaire programmée de Y. lipolytica en réponse à aux milieux 

complexe, Où les cellules a été apparence encore en croissance après le troisième jour de 

fermentation. La surexpression efficace d’enzymes pourrait-elle être la cause de ces 

constations ? Les résultats précédents ont démontré l'avantage d'utiliser des souches qui 

surexpriment efficacement les enzymes, telles que les lipases, pour la bioremédiation par 

adsorption et biodégradation de l'effluent. De plus, démontrer la réactivité et la flexibilité 

métabolique de la souche dans les nouvelles conditions de croissance est un bon pas vers 

l'utilisation de matières premières (sous-produits industriels) et de déchets pour produire des 

lipides microbiens. 

B.5.Influence du substrat carboné sur la performance de Y. lipolytica   

Dans le cadre de cette thèse, nous avons argumenté  des perspectives intéressantes sur la 

diversification de substrats carbonés pour la production de lipides. Alor nous avons étudié 

l’influence  du  substrat  carboné  sur  la  comportant  de  la  souche  lors de cultures en mode 

batch à partir de glucose et de acide oléique et linoléique , et  margine, huiles usée et lactosérum  

comme substrat. Significativement, on a concentrée sur la caractérisation du comportement 

dynamique de Y.lipolytica, la réponse métabolique (la résistance de la levure Y. lipolytica à 

réponse au choc d’un composé complexe en milieux amphiphile), et le temps d'adaptation lors 

le changement dans des substrats carboné. Alors La confrontation des résultats obtenus à partir 

de   groupes de substrat de carbone permet de dégager similitudes et divergences de 

comportements lors cultures. L’évolution du phases soit de croissances de cellulaires ou 

accumulation de lipides et caractérisation de milieu au cours des cultures sur des substrats 

carbone montré ci-dessus(en tableaux et les figures) est une variable représentative du devenir 

du carbone en milieu,  permet les observations suivantes :  

- Jusqu’à 24 heures de culture (phase I), la croissance de souche et l'accumulation des 

lipides  ne est pas constant, cette phase caractéristique de la croissance comme le 

reporte Bouchedja et al. (2017).  

- A partir de 30 heures de culture (phase II), le comportement varie et il atteint tope à 
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48 heures de culture.  

- D'autre milieux, durant cette phase (II), les analyses n’ont révélé aucune constant le 

comportement in milieu lipides et la croissance reste élevé jusqu’à 72 heures de 

culture. 

- Production intracellulaire varie et il atteint tope à 48 heures de culture.  

- Production extracellulaire de produits arome pourrait expliquer l'importance de la 

levure qui surproduit la lipase en fournissant le substrat de biotransformation primaire 

de l'huile de ricin. 

- En fonction des sources carbonées et selon temps demander pour processus, Lors de 

la phase III, la diminution de la concentration en production soit intracellulaire ou dans 

le surnageant indique qu’il est consommé comme le reporte Bouchedja et al. (2017). 

En fine, La croissance de la levure Y.lipolytica a été montrée la préférence des milieux à 

base de glucose et des milieux à base d'acide oléique, tandis qu'il a été montré l'impact négatif 

des autres sources de carbone en termes de cinétique de croissance. Concernant l'accumulation 

de lipides, à quelques exceptions près les résultats obtenus montrent que les cellules ayant 

poussé sur substrats huile sont plus brillant   que les cellules ayant poussé sur glucose. 

 

B.6.Conclusion 

Ces travaux ont permis de études de cinétique de la levure oléagineuse Yarrowia 

lipolytica   à partir de aux groupes de substrat de carbone et connaissance de ses   performance 

en définir les   niveaux de croissances et lipides accumulée de la levure en fonction des sources 

carbonées apportées, par paliers successifs sont particulièrement bien adaptées pour les 

objectifs de l’étude. L'investigation de ces cultures a permis de détecter une forte densité 

cellulaire et la possibilité de la souche à utiliser substrats complexe et accumulation de lipides. 

Les résultats qui viennent d’être présentés montrent l’effet de la source carbone sur 

comportement la cinétiques de la levure Y. lipolytica.  Les cellules ayant poussé sur déchets 

hydrophobe ont bonne résistance et réponse cellulaire pour ces milieux complexe.  Dans cette 

partie aussi, nous avons observé des changements au niveau des LB chez Y. lipolytica selon 

source carbone. Donc l'accumulation de lipides en ayant poussé sur substrats lipide (ex novo) 

ont un meilleur résultat à déchets hydrophobe par rapport aux cellules ayant poussé sur glucose 

(de novo). L’explication peut s’appuyer sur le rôle des acides gras présentés en milieux de 

culture, c'est typique pour ces levures. Les résultats expérimentaux obtenus lors de plusieurs 

cultures en mode batch d'alimentation décrites ci-dessus, peuvent idéalement être appliqués en 
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les utilisant dans des bioréacteurs dans la deuxième et troisième partie. La conduite de  la  

culture  doit  permettre  de  maximiser  utilisation des  substrats et le  conversion  ces  substrats 

(d'huile monocellulaire(SCO) et  la  productivité d'arôme). Dans la deuxième partie, nous allons 

approfondir les aspects dès l’accumulation de lipides intracellulaires dont les différentes formes 

processus fermentation : fiole et bioréacteurs ; et les corps lipidiques (LB) par colorant Nile 

Red. Cette étude étend avec succès le modèle zéro déchet proposé de la culture de Y.lipolytica 

sur les déchets pour confirmer la faisabilité de cette croissance de levure sur les déchets. Une 

découverte clé de l'étude actuelle est le taux de croissance élevé et la concentration cellulaire 

dans toutes les cultures, la production d'arôme biotechnologique (dans un milieu d'huile de 

ricin) et l'accumulation de lipides lorsqu'ils sont cultivés sur des cultures qui l'attribuent. Ce 

constat met en évidence le grand potentiel d'utilisation des déchets.
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B. Etude et identification des lipides accumulées intracellulaire à partir de 

diverses sources carbonées par levur aérobie Yarrowia lipolytica  

 

B.1. Appliquer de la culture d'accumulation de lipides à partir de substrats 

l’intérêt   en les bioréacteurs 

Le  partie précédent  s’est  attaché  à  décrire  une  etat de  culture  de  la  levure  

oléagineuse Y.lipolytica   à  partir  de diverses substrats carbonées,  selon  un  mode  de  culture  

en  batch en fioles. Comme reporté dans le partie 1 (partie I : Étude comparative et 

caractérisation du comportement et performée de levure Y.lipolytica    sur diverses sources 

carbonées en fioles agités. page 75), levure Y.lipolytica est capable bien adapté à l'utilisation de 

substrats lipidiques différents, en raison la souche utilisée dans ce travail est modifiée 

génétiquement pour surproduction de lipase.  C’est à dire, la flexibilité de la souche a été 

démontrée pour s'adapter aux substrats étudiés et accumuler de lipides, où elle a été capacité à 

stimulus de la dégradation rapidement les substrats huiles par la lipase, et accumuler de lipides. 

Cependant,  le comportement et performée de levure en lipides a été  effet selon le type  de la 

substrats de carbone, alors dans ce second partie, l’étude consiste d'application de la culture 

d'accumulation de lipides  à partir de  substrats  l'intérêt   en les bioréacteurs en conditions 

parfaitement maitrisées  afin optimisation  du  performance qu'est dirigée vers  bon  conversion  

des  substrats  en  lipides  en maximisant la concentration en biomasse et la teneur en lipides 

finale de diverses sources carbonées l'intérêt. 

 

Initialement, le comportement cinétique de Y. lipolytica cultivée sur différents milieux 

dans le bioréacteur en conditions parfaitement maitrisées a été étudié, ainsi qu'une courte étude 

et comparaison sur le comportement et performances de  la souche entre fiole et bioréacteurs. 

La quantification   de la biomasse, détermination des lipides totaux et de la teneur en lipides   

est réalisée lors de cultures en bioréacteurs afin de l'analyse et identifiée des lipides cellulaires 

de la souche.  En complément, connaissance quel serait l’impact de la différente des sources de 

carbone sur le profil lipidique. 

 

N.B. : Les cultures en mode de conduite par bioréacteurs permettent d’atteindre de hautes 

densités cellulaires et éviter la formation de coproduits indésirables, de plus une exploration 

rationnelle de la phase d’accumulation. 
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B.2. Accumulation de Lipides à partir de diverses sources carbonées : Résultats 

Les principaux résultats obtenus dans la culture en mode discontinu entre les fioles et le 

bioréacteur. Comme prévu, L’organisme typique de l'accumulation lipidique Y. lipolytica était 

capable de accumuler du SCO (TAG) et était son métabolisme peut être bien adapté à 

l'utilisation de substrats lipidiques différents. Fickers et al. (2005) ont rapporté que 

l'accumulation de lipides dans les levures oléagineuses se produit sous forme de LBs,   et les 

rendements en lipides et la composition en acides gras et le degré d'instaurations sont affectés 

selon le type et la concentration de la source de carbone (Granger et al. 1993 ; Ratledge et Wynn 

2002 ; Amaretti et al., 2010), son rendement est également affecté par le type de culture et ses 

conditions,  Par conséquent, la capacité de la souche de levure à croître et à accumuler des 

lipides sur différents substrats lipidiques tels que l'acide oléique et les déchets huileux (WCO, 

OMW) a été évaluée dans des cultures en bioréacteur.  

 

cette étude a principalement permis également une enquête rapide et une courte 

comparaison sur le comportement de cette souche(en fioles et bioréacteurs) et d'analyser ses 

performances par observation microscopique de l'accumulation de lipides à l'aide du 

microscope à fluorescence Neil Reed (l'observation la plus précise des lipides intracellulaire), 

mesure de la biomasse, détermination du rendement en lipides totaux et de la teneur en lipides 

sur les différents lipides substrats lorsqu'il est cultivé dans des cultures de bioréacteur . Les 

résultats obtenus sont illustrés aux figures (31 et 32). 

 

B.2.1.Comportement du Y. lipolytica  

Préliminaire, la figure 31 a présenté les résultats cinétiques et le comportement de Y. 

lipolytica cultivée dans des flacons agitateurs, car elle comprenait la cinétique de croissance et 

le pH de la souche, suivis d'une observation microscopique avec et sans Soudan noir en milieu 

de fermentation sur tous les milieux mentionnés ci-dessus à 48h de fermentation (étant le point 

le plus fluorescent pour les cellules de la souche, sur la base de l'analyse préliminaire). 

Principalement, les résultats comprenaient également la cinétique de croissance de la souche 

dans le bioréacteur avec mesure de la biomasse ainsi que l'observation de l'accumulation de 

lipides à l'aide du microscope à fluorescence Nile Red(LB) (Bouchedja et al., 2017), et le pH a 

été ajusté à 6 comme le meilleur nombre de pH pour l'accumulation de lipides (Bouchedja et 

al., 2018). 
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B.2.1.1.Croissance de Y. lipolytica  

En regardant la figure 30 concernant les résultats cinétiques (croissance cellulaire), la 

même tendance a été observée qui amorce une croissance exponentielle jusqu'à 24 h de culture 

en milieu glucose et acide oléique. tandis que dans les milieux de déchets (WCO, OMW) 

(Figure 31 (c,d)) , la croissance des cellules était plus lente par rapport aux deux premiers 

médias (Fig 31 (a,b)). Dans ces conditions et au début de la fermentation (la phase de latence 

est observée), et les taux de croissance des cellules et aussi d'accumulation de lipides étaient 

lents (peut-être en raison des activités antimicrobiennes de ces déchets), mais ils étaient plus 

magistraux en fin de fermentation que les cellules des autres milieux. Par conséquent, elles 

semblaient encore en croissance (Figure 31 (a, b)). De plus, le pH du milieu a été surveillé 

régulièrement et il a été observé que la croissance cellulaire sur les deux graisses n'était pas 

accompagnée d'une chute de pH significative tout au long de la culture, indiquant une libération 

mineure d'acides organiques dans le milieu. Le pH du milieu est donc toujours resté dans la 

plage de 6,5 à 5, ce qui représente la valeur de pH optimale la plus couramment utilisée pour la 

croissance des levures, lorsqu'elles sont cultivées sur des matières huile (Papanikolaou et al., 

2001; Papanikolaou et al., 2007;  Tzirita et al., 2018;  Tzirita et al., 2019). 

En revanche, cette souche a montré un meilleur comportement et de meilleures 

performances dans le bioréacteur principalement en raison des conditions de fermentation dans le 

bioréacteur de contrôles tels que (O2, ph, agitation et ses systèmes), la ventilation et l'agitation 

étaient les plus faibles, et le pH non ajusté en fiole. De plus, la phase de latence qui se trouvait 

dans les flacons n'a pas été remarquée au début de la fermentation dans le bioréacteur.  



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

122 
 

 

Figure 31: Cinétique de croissance cellulaire, pH, biomasse de Yarrowia lipolytca. Ce dernier a 

été cultivé sur 25 g L - 1 de glucose ( a ) , d'acide oléique ( b ) , OMW ( d ) et WCO ( c ) comme 

mentionné dans « Méthodes » . Croissance des cellules (g. L- 1) en fiole et bioréacteur carré 

pointant rouge et bleu, respectivement ; pH - triangle vert pointant vers le bas, biomasse (g L - 1) -

cercle noir. Encart : dans chaque graphique microscopie optique (panneau de gauche), Noir 

Soudan (panneau du milieu) et images de microscopie à fluorescence rouge du Nile red (panneau 

de droite) de de Y. lipolytica, respectivement.  

 

Jusqu'à présent, la levure Y. lipolytica était capable de se développer sur différents 

milieux, y compris les milieux de déchets les plus complexes. En accord avec la littérature 

pertinente qui indique que lors de la croissance sur des matériaux hydrophobes (le processus 

d c 

b a 
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d'accumulation de lipides dit "ex novo"), la production de lipides est un processus associé à la 

production de biomasse, se produisant indépendamment de l'épuisement de l'azote du milieu de 

croissance (Papanikolaou et al., 2001 ; Papanikolaou et Aggelis 2010 ; Papanikolaou et Aggelis 

2011 ; Tzirita et al., 2018). L'accumulation de lipides dans Y. lipolytica se produit également 

via une voie appelée (voie de novo) qui se produit en présence de substrats hydrophiles 

(Bouchedja et al., 2017 ; Carsanba et al., 2020).  

Quel que soit le type de fermentation (fiole ou bioréacteur), les niveaux d'accumulation 

variaient considérablement entre les expériences, selon le substrat utilisé. Où la levure a réalisé 

une accumulation remarquable (Figure 31) dans les milieux à base d'huile, et il y avait une 

augmentation marquée de l'accumulation de lipides cellulaires proportionnellement au temps 

de fermentation selon le type de substrat lipidique utilisé. En revanche, l'accumulation de lipides 

de réserve sur le glucose était la plus faible.  

B.2.1.2. Evaluation de la biomasse et des lipides intracellulaires (LBs)  

La levure Y. lipolytica a présenté une croissance satisfaisante dans le bioréacteur. 

Concernant la biomasse, une tendance similaire a été observée avec la croissance des cellules, 

c'est-à-dire que l'augmentation de la biomasse s'accompagnait du niveau de croissance 

cellulaire dans le bioréacteur, ce qui est certainement lié au niveau d'assimilation du substrat 

dans les milieux. La cinétique de production de biomasse de Y. lipolytica (X, g. L-1) est montrée 

dans (Figure 31). Ils représentent l'évolution dans le temps de la production de biomasse (temps 

de fermentation de 72 heures dans un milieu d'accumulation de lipides contenant 25 g. L-1 du 

lipide du substrat). Dans les conditions de fermentation décrites ci-dessus, les mêmes tendances 

ont été observées concernant le développement de la biomasse intracellulaire de la souche Y. 

lipolytica avec une accumulation de lipides (Lbs) qui a augmenté de façon exponentielle jusqu'à 

48 h de culture pour l'acide oléique et les déchets lipidiques ( WCO, OMW).  

 

Y. lipolytica a montré une augmentation de la biomasse au cours des deux premiers jours 

du stade de croissance exponentielle sur un milieu à base d'acide oléique, ainsi la production 

maximale de biomasse (Xmax) variait entre 4,46–7,23 ± 0,1 g.L-1) , alors qu'avec les déchets 

lipidiques (WCO, OMW) une persistance de l'augmentation de la biomasse a été observée 

jusqu'au troisième jour de fermentation ainsi la production maximale de biomasse (Xmax) 

variait entre 3,51-8,11 ± 0,1 g.L-1 pour OMW et 3,87 –5,40 ± 0,1 g.L-1 pour OMW. Jusqu'à 

présent, les cellules semblaient encore en croissance, c'est également que le substrat appliqué 

n'était pas totalement assimilé dans les milieux de déchets lipidiques. A ce moment, sur le 
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substrat lipidique dépendant de l'acide oléique (troisième jour), une diminution de la biomasse 

était évidente de 7,23 à 6,5 ± 0,1 g.L-1, c'est-à-dire que les cellules ont montré une tendance à 

dégrader les lipides stockés.  

 

Concernant l'évolution des lipides intracellulaires (LBs) de Y. lipolytica, et dépendance à 

l'examen initial à l'aide de Noir Soudan, les cellules étaient plus fluorescentes à 48 h de 

fermentation pour l'acide oléique et les déchets lipidiques (WCO, OMW). Ainsi, à ce stade de 

la fermentation du bioréacteurs, un colorant fluorescent, le Nile Red, a été utilisé, il s'agit d'une 

détermination plus précise des lipides intracellulaires (Mlickova et al., 2004; Beopoulos et al., 

2008 ; Bouchedja et al., 2017). Dont, une gouttelette lipidique intracellulaire a été observée en 

utilisant la microscopie à fluorescence. Par la figure 29, une variation du degré de 

brillance(fluorescentes)et  de la taille des LB dans tous les milieux peut être observée, il a été 

constaté que les cellules qui se sont développées sur des substrats lipidiques étaient plus 

fluorescentes que les cellules en milieu glucose (YPD) dans lesquelles les cellules semblaient 

moins fluorescentes (Figure 30: la troisième image est pour chaque courbe), c'est-à-dire le 

niveau d'accumulation intracellulaire de lipides (taille des LB) était plus élevé dans les milieux 

qui dépendent des lipides comme substrat. Ce qui explique qu’une accumulation de type ex 

novo s’est produite lors de la culture dans ce milieu (Fickers et al., 2005). Comme prévu, Dans 

ce travail la production de biomasse de Y. lipolytica a été fortement induite lors de l'incubation 

sur les substrats lipidiques par rapport au milieu glucose YPD.  Par conséquent, les lipides 

accumulés ont été extraits et évalués pour la teneur totale en lipides cellulaires pour différents 

substrats lipidiques (Acide Oléique, WCO, OMW) cultivés en bioréacteur. 

B.2.2.Lipides cellulaires selon substrats 

B.2.2.1. Détermination  des lipides cellulaires 

Les lipides microbiens totaux ont été extraits des cellules sèches à la phase dans laquelle 

les cellules de levure étaient plus fluorescentes (le meilleur point pour l'accumulation de lipides 

à 48 h) dans tous les milieux pour the bioréacteur contrôlée.  

 

 

La biogenèse des lipides cellulaires était différente selon les lipides substrats utilisés pour 

la fermentation, ainsi, Les résultats des valeurs maximales des composants obtenus dans les 

fermentations réalisées en bioréacteur sont présentés sur la figure 32. Le rendement maximum 

en lipides intracellulaires (L, max g.L -1). Jusqu'à présent, les valeurs maximales (Lmax) étaient 
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de l'ordre de 1,24, 0,76 et 1, 17 et g.L-1 avec des valeurs de lipides totaux dans la biomasse 

sèche (YL/X) de 17, 14 et 14, 44 %  de l'acide oléique, WCO et OMW, respectivement Figure 

29a. Milieu de l'oléique acide représente le plus haut niveau de rendement lipidique 

intracellulaire à 48 heures. Essentiellement, cette levure a également fourni une production 

élevée de biomasse en plus de la teneur totale en lipides lors de sa culture sur ces déchets 

lipidiques. Bien que les déchets lipidiques (OMW, WCO) soient considérés comme un facteur 

d'inhibition des cellules (et donc affectent négativement l'accumulation de lipides) 

(Papanikolaou et al., 2008; Katre et al. 2017; Sarris et al., 2017 ; Tzirita et al., 2019), mais ces 

substrats Lipides-Déchets dans le milieu ont stimulé la production totale de lipides. Ainsi, les 

résultats indiquent que Lipides-Déchets peut agir comme un milieu « lipogénique » naturel, et 

ils sont en accord avec les résultats publiés dans la littérature, car il a été rapporté que la 

présence de Lipides-Déchets améliore l'accumulation de lipides non seulement dans Y. 

lipolytica mais aussi dans d'autres genres (Martínez  et al., 2015 ; Lopes et al., 2019 ; 

Fabiszewska et al., 2022). 

 

D'après ce qui précède, la concentration lipidique intracellulaire était dans la plupart des 

cas régulièrement augmentée au cours de toutes les fermentations.  Plus précisément, 

concernant milieu YPDOA (l'acide oléique) la masse des lipides Lmax a augmenté avec le 

temps de fermentation (c'est-à-dire pendant la phase de croissance exponentielle qui a duré 

jusqu'à 48 heures) après ce point (c'est-à-dire lorsque les cellules sont entrées dans la phase de 

croissance stable qui a duré jusqu'à 72 h), la masse lipidique accumulée a diminué (Figure 29 

b). De même, la même tendance a été observée pour le reste des milieux lors de la détection 

initiale en utilisant Noir Soudan (Figure 32).  

 

D'autre part, la valeur YL/Xmax a augmenté avec OMW dans le milieu de culture de 

18,14 %, par rapport à la WCO de 17.59 %. L’accumulation de lipides a continué à devenir 

fluorescente avec une augmentation de la décoloration dans le milieu de culture. Apparemment, 

la levure a favorisé l'augmentation de la production de lipides dans sa biomasse (YL/X en % 

w/w) avec OMW (et les composés phénoliques dans le milieu). 
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Figure 32: Biomasse, rendement lipidique et teneur en lipides de Y.lipolytica cultivé sur 

différents supports des substrats lipidiques : Bar (bleu) Biomasse (X, g L−1), Bar (écorce rouge) 

Lipide (L, g L−1), Barre (verte) Teneur en lipides (YL/X) (%). N. B: OA: oleic acid; OMW: 

olive-mill-wastewater; WCO: Waste cooking oil. 

B.2.2.2. variation global de performance souche en condition de croissance 

D’une manière globale, les résultats obtenus permettent de souligner l’importance de 

condition des cultures et générations des lipides, de leur distribution intracellulaire et leur 

impact sur le rendement, dont la diminution supposée au fur et à mesure de l’apport progressif 

en substrats pourrait expliquer la diminution des cinétiques et des rendements de conversion de 

substrat en biomasse observés à partir des substrats carbonés en fioles (Figure 31). 

Afin de évalue lipides cellulaires pendant la période d'incubation, nous avons fait une 

mesure de poids des lipides extraits du milieu en présence d’acide oléique YPDOA à 24h, 48h 

et 72h de mise en culture en fiole et en bioréacteur (Figure 33). D’après les résultats obtenus et 

à titre comparatif, la souche accumulent les lipides de manière très semblable, on note une 

augmentation remarquable de la teneur en lipides accumulés par la levure Y.lipolytica durant 

les premières heures de la mise en culture, avec un maximum d’accumulation après 48 h de 

culture. Où s’arrive jusqu'à 12% à 48 heures et 16 % en bioréacteur. Ce qui explique l’influence 

des conditions de cultures sur le rendement. Par la suite, la teneur en lipides présente une 

diminution à 72 heures.  
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Ceci est vraisemblablement dû à la dégradation des lipides par ß-oxydation 

peroxysomale, cette observation soutien les confirmations d’Aggelis et al. (1995), stipulant que 

les microorganismes oléagineux qui poussent sur les graisses consomment généralement leurs 

propres lipides de stockage, lorsque le débit des acides gras extr-cellulaires est 

considérablement diminué dans le milieu de culture et qu’il ne plus peut pas couvrir les besoins 

métaboliques microbiens. 

 

Figure 33: Lipides cellulaires pendant la période d'incubation Y.lipolytica du milieu YPDOA 

à 24h, 48h et 72h. 

Ces résultats sont différents à ceux rapportés par Beopoulos, (2009), qui affirme que dans 

un milieu contenant l’acide oléique le contenu maximal des souches en lipides atteint le 15 % 

du poids sec après 11heures de culture. Ce dernier reste constant pendant la première partie de 

la phase stationnaire (jusqu’à 24 heures) et puis diminuer. Des valeurs très similaires ont été 

obtenues en mode batch par différentes équipes (Papanikolaou et al., 2002). Où le contenu 

maximal en lipides obtenu est nettement inférieur à ce qui peut être obtenu en mode fed-batch. 

En effet, dans la bibliographie, l’accumulation  de  lipides  chez  Y. lipolytica  peut  atteindre      

de  taux proches  de  40  %  (Cescut, 2009).  Selon Papanikolaou et al. (2006), qui montre que 

l’accumulation de lipides est toujours dépendante de l’influx de carbone. Une fois le réservoir 

de carbone extracellulaire épuisé, les lipides stockés peuvent être mobilisés. Pour cette raison, 

les cultures en batch ne permettent pas l’accumulation de taux élevés de lipides. Beopoulos, 

(2009), qui révèle que la dégradation des lipides par ß-oxydation peroxysomale, induite par la 

limitation des ressources de carbone dans le milieu, est notable dans le cas où les levures sont 

cultivées en présence d’acide oléique. Comme dans ce travail, On peut remarquer que la souche 
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a tendance à dégrader vite ses réserves lipidiques, ce qui est très marqué dans le cas de la culture 

en acide oléique. 

B.3. Analyse de la composition en acide gras 

L’un  des  objectifs  de  l’étude  est  la  comparais  la  composition  en  acide gras    des  

lipides accumulés de diffèrent substrats lipidique .Le profil en acide gras visé est centré sur le 

insaturé. Mode de culture en ce travail durant la phase de croissance ne permet pas une analyse 

cinétique comparative des vitesses de synthèse des différents acides gras. Donc âpre 

quantifications du total lipide cellules en fin culture (chez la valeur maximale d’accumulation), 

des acides gras estérifiés (TG) sont réalisés et comparés avec les profils en acides gras selon 

substrats utilisée. Parmi  types des levures utilise , différents paramètres  

opérationnels(pression, concentration  en  oxygène  dissous,  température, agitation) et le 

paramètre de composition  du milieu de culture(substrats)(Granger et al. 1992) est  importent 

dans accumulation  acides gras microbiennes. Il est bien connu que les profils d'acides gras des 

lipides produits sont affectés par la teneur en acides gras des huiles dans le substrat(Saygün et 

al. 2014; Daskalaki et al. 2018, 2019). Ceci est typique des levures, selon Cescut (2009), 

constitutifs acides gras par levures sont répondre à deux hypothèses de répartition, soit tous les 

acides gras synthétisés sont répartis uniformément selon substrats en milieux soit il y a une 

sélectivité dans la modifie des acides gras de la souche. Selon les recherches, l'absorption 

sélective d'acides gras de Y. lipolytica peut s'expliquer par deux systèmes de transport sélectifs 

de longueur de chaîne différents : un système de support est spécifique aux acides gras C12 et 

C14, tandis que le second est spécifique aux acides gras C16 et C18 (Darvishi et al. 2009). Les 

acides gras de C12, 14 et 16 sont utilisés pour la croissance, tandis que C18 est accumulé 

comme lipide de réserve et stocké (Papanikolaou et al., 2000, 2002). Généralement, les souches 

de Y. lipolytica ont tendance à accumuler des acides gras mono-insaturés et saturés lorsqu'elles 

sont cultivées sur des matières grasses (Papanikolaou et al., 2002, 2003, 2007). La croissance 

et l'accumulation de lipides par Y. lipolytica s'est avérée augmentée dans les milieux contenant 

des acides gras saturés (C16 :0 et C18 :0), et le lipide microbien s'est avéré contenir des 

quantités élevées d'acide stéarique (Papanikolaou et al., 2003 ; Ackman 2005). Le lipide 

microbien a été affecté par la composition en acides gras de la substrat utilisé (Saygun et al., 

2014), il a donc été possible de produire des substituts de graisse avec la composition en acides 

gras souhaitée en utilisant des souches sélectionnées de Y. lipolytica, sp Rhodotorula, sp Mucor, 

spp Candida,  et Rhodosporidium toruloides (Beopoulos 2006; Papanikolaou and Aggelis 

2011) 
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B.3.1. Profils acide gras rencontrés chez Y. lipolytica 

Yarrowia lipolytica est connu pour incorporer directement les substrats gras d'une 

manière inchangée ou pour accumuler le substrat sous une forme modifiée (Beopoulos et al. 

2009). La composition en acides gras (AG) des lipides intracellulaires de la souche a été évaluée 

sur différents milieux (OA, WCO et OMW) pour le bioréacteur-contrôlée. 

 

Y lipolytica possède un profil d’acide gras différent selon substrat (Figur34, 35 et 36), Où 

son degré d’instaurations est différent. Ses acides gras majoritaires sont le C18 :2 et le C16 :0 

puis C16 :1, On notera également un taux élevé d’acide oléique. La présente étude a montré 

l'impact des sources de carbone et de leurs concentrations sur l'accumulation de lipides par la 

souche. Il apparait une différence notable de profil entre les acides gras de la biomasse 

catalytique (croissance) selon substrats : 

 

B.3.1.1. Profils d'acides gras de Y lipolytica cultivés sur margine (YPDOMW) 

Figure 34 et tableau 11 montré des acide gras de lipide accumulée (SCO) par Y lipolytica 

d’un milieu qui dépend du margine (OMW) comme source de carbone. L’analyse GC-MS a 

montré que le total des esters d'acides gras produits était de 99.55 %. La composition en acides 

gras comprend l'acide linoléique C18 :2, l'acide oléique C18 :1, l'acide palmitique C16 :0, 

l'acide stéarique C18 :0 et acide palmitoléique C16 :1. Les acides gras saturés sont présentés 

par l'acide palmitique et l'acide stéarique tandis que les acides gras insaturés sont présentés par 

l'acide oléique et palmitoléique en tant qu'acides gras monoinsaturés (MUFA) et l'acide 

linoléique en tant qu'acides gras polyinsaturés (PUFA). L'acide oléique et linoléique était l'acide 

gras largement abondant dans le SCO produit de Y lipolytica. 
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Tableau 10. Profil des acides gras de la biomasse catalytique par Y. lipolytica avec margine 

(OMW) comme substrats de carbone 

Acide gras Formule 

moléculaire 

Nombre de 

lipides 

Pourcentage 

(%) 

acides 

gras (%) 

Aaid Palmitoléique C 16 H 30 O 2 C16:1 0,89  

Acide palmitique   C 16 H 32 O 2 C16:0 8,47  

Acide Linoléique  C 18 H 32 O 2 C18:2 25,01  

Acide Oléique C 18 H 34 O 2 C18:1 60,49  

Acide Stéarique C 18 H 36 O 2 C18:0 1,99  

Autre   2.7  

Acides Gras : Saturés    10.46 

Acides Gras: Monoinsaturés    25,9 

Acides Gras : polyinsaturés    60,49 

Total des acides gras    99.55 

 

 

 

Figure 34: Analyse GC-MS du mélange d'esters méthyliques d'acides gras de Y.lipolytica avec 

margine (OMW) comme substrats de carbone 
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B.3.1.2. Profils d'acides gras de Y lipolytica cultivés sur Huile usée (YPDWCO) 

Figure 35 et tableau 12 montré des acide gras de lipide accumulée (SCO) par Y lipolytica 

d’un milieu qui dépend de l’huile usée (WCO) comme source de carbone.  

 

L’analyse GC-MS a montré que le total des esters d'acides gras produits était de 99,82 %. 

La composition en acides gras comprend l'acide linoléique C18 :2, l'acide oléique C18 :1, l'acide 

palmitique C16 :0, l'acide stéarique C18 :0 et acide palmitoléique C16 :1. Les acides gras 

saturés sont présentés par l'acide palmitique et l'acide stéarique tandis que les acides gras 

insaturés sont présentés par l'acide oléique et palmitoléique en tant qu'acides gras 

monoinsaturés (MUFA) et l'acide linoléique en tant qu'acides gras polyinsaturés (PUFA). Des 

acides oléique et linoléique était des acides gras largement abondant dans le SCO produit de Y 

lipolytica. 

 

Tableau 11. Profil des acides gras de la biomasse catalytique par Y. lipolytica avec huile usée 

(WCO) comme substrats de carbone 

Acide gras Formule 

moléculaire 

Nombre  

de lipides 

Pourcentage 

(%) 

Acides 

Gras (%) 

Acide Palmitoléique C 16 H 30 O 2 C16:1 3,21  

Acide Palmitique   C 16 H 32 O 2 C16:0 14,28  

Acide Linoléique  C 18 H 32 O 2 C18:2 36,58  

Acide Oléique C 18 H 34 O 2 C18:1 42,43  

Acide Stéarique C 18 H 36 O 2 C18:0 2,05  

Autre   1.45  

Acides Gras : Saturés    16.33 

Acides Gras: Monoinsaturés    45.46 

Acides Gras : polyinsaturés    36.58 

Total des acides gras    99.82 
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Figure 35 : Analyse GC-MS du mélange d'esters méthyliques d'acides gras de Y. lipolytica 

avec huile usée (WCO) comme substrats de carbone 

 

B.3.1.3. Profils d'acides gras de Y lipolytica cultivés sur l'acide oléique (YPDOA) 

Figure 36 et tableau 13 montré des acide gras de lipide accumulée (SCO) par Y lipolytica  

d’un milieu qui dépend de l'acide oléique comme source de carbone. L’analyse GC-MS a 

montré que le total des esters d'acides gras produits était de 100 %. La composition en acides 

gras comprend l'acide linoléique C18 :2, l'acide oléique C18 :1, l'acide palmitique C16 :0, 

l'acide stéarique C18 :0 et acide palmitoléique C16 :1. Les acides gras saturés sont présentés 

par l'acide palmitique et l'acide stéarique tandis que les acides gras insaturés sont présentés par 

l'acide oléique et palmitoléique en tant qu'acides gras monoinsaturés (MUFA) et l'acide 

linoléique en tant qu'acides gras polyinsaturés (PUFA). L’acide oléique C18 :1était l'acide gras 

largement abondant dans le SCO produit de Y lipolytica. 
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Tableau 12. Profil des acides gras de la biomasse catalytique par Y. lipolytica avec l'acide 

oléique comme substrats de carbone 

Acide Gras Formule  

moléculaire 

Nombre      

de lipides 

Pourcentage 

(%) 

Acides 

Gras (%) 

Acide Palmitoléique C 16 H 30 O 2 C16:1 0,58  

Acide palmitique   C 16 H 32 O 2 C16:0 6,96  

Acide Linoléique  C 18 H 32 O 2 C18:2 36,29   

Acide Oléique C 18 H 34 O 2 C18:1 48,42  

Acide Stéarique C 18 H 36 O 2 C18:0 3,77  

Autre   3.99  

Acides Gras : Saturés    10.73 

Acides Gras: Monoinsaturés    49 

Acides Gras : polyinsaturés    36.87 

Total des acides gras    100 

 

 

 

Figure 36: Analyse GC-MS du mélange d'esters méthyliques d'acides gras de Y. lipolytica avec 

l'acide oléique comme substrats de carbone 
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B.3.2. Impact global de substrats   

Comme  vu  précédemment, Les effets des différentes sources de carbone, glucose, acide 

oléique, acide linoléique, huile de ricin et huile usée et margine  sur la comportement cinétique 

et performances de la levure Y. lipolytica  qui a été presentée en partie une (B) en  résultats  

initiaux expérimentaux  d'analyse et caractérisation du comportement de levure Y.lipolytica  

montré que la différence dans le comportement cinétiques, soit croissances et forme cellule soit 

performances de la souche d'accumulation de lipide était   devrait. Les cellules se sont 

multipliées rapidement sur le milieu qui dépend de glucose par rapport aux autres des milieux 

lipides (notamment les déchets lipidique), dans lesquels un ralentissement de croissances a été 

observé en début de culture, la différence comprenait également les niveaux d'accumulation de 

lipides et la forme des cellules. Dans cette partie les effets des différentes sources de carbone 

sur la biomasse et la teneur en lipides de Y. lipolytica sont présentés. En générale, la culture par 

le bioréacteur l'utilisation en cette partie de travaile a amélioré le comportement cinétique 

(croissances) et aussi performances de la souche d'accumulation de lipide.  

 

Des études antérieures ont indiqué que la composition en acides gras du substrat 

hydrophobe affectait l'accumulation de lipides dans les cellules et que l'accumulation de lipides 

augmentait se développait également mieux en présence de mélanges d'acides gras 

(Papanikolaou et al. 2003; Papanikolaou and Aggelis 2003b, 2011b; Athenstaedt et al. 2006). 

Comme dans ce travail,   Y. lipolytica a produit des quantités détectables de biomasse et de 

lipides très différents variant dans une large gamme. De plus, Il est bien connu aussi que les 

profils d'acides gras des lipides produits sont affectés par la teneur en acides gras des huiles 

dans le substrat, ce qui est cohérent avec les observations de cette étude (Saygun et al., 2014 ; 

Daskalaki et al., 2018 ).  Selon Chatzifragkou et al. (2011), l'ajout d'huile au milieu affectait la 

composition lipidique cellulaire et augmentait la saturation en acides gras, les résultats ont 

indiqué que le milieu contenant du acide linoléique favorisait la production d'huile microbienne 

contenant du acide linoléique. 

 

Les tableaux 11,12et 13 liste les profils d'acides gras de SCO produit par Y.lipolytica de 

trois substrats (margine, huile usée et acide oléique, respectivement). Le profil des acides gras 

a présence d'acides gras saturés (AGS) en C16 et C18 et d'acides gras mono insaturés (AGMI). 

Le profil des acides gras a montré avait une différence notable dans le pourcentage 

d'accumulation d'acides gras dans les cellules de levure selon les milieux utilisée dans la culture, 

ceci est typique des levures, Y. lipolytica est connu pour incorporer directement les substrats 
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gras d'une manière inchangée ou pour accumuler le substrat sous une forme modifiée 

(Beopoulos et al., 2009). C’est-à-dire la différence dans le profil des acides gras des lipides 

cellulaires de Y. lipolytica peut être attribuée aux substrats lipidiques utilisés dans le milieu. 

Selon Papanikolaou et Aggelis (2003, 2010), qui ont rapporté pour d'autres souches de Y. 

lipolytica cultivées sur des mélanges d'acides gras saturés et insaturés que le profil des lipides 

cellulaires de Y. lipolytica ressemblait à la composition en acides gras du milieu. De même, la 

composition en AG des lipides intracellulaires de la levure cultivée sur des matières grasses 

ressemble à celle du milieu de culture(Papanikolaou and Aggelis 2011, 2020; Saygün et al. 

2014; Lopes et al. 2018; Fabiszewska et al. 2022). 

 

B.3.3. Données sur des profils en acides gras microbiens 

Conformément  aux  travaux  mentionnés  dans  la  donnée bibliographique,  le  profil  en 

acides  gras  intrinsèques  ou  accumulés  chez  les  levures  peut  varier  d’une  souche  à  l’autre. 

Il en est de même pour les champignons, bactéries et algues.  Même  si   acides  gras   palmitique 

(C16:0), stéarique (C18:0), oléique (C18:1) et linoléique (C18:2) sont  en  général  majoritaires  

chez  la  levure , mais, l’ensemble  du  profil  peut  être   variable tableau 014 . Cette la différence 

peut être attribuée aux substrats lipidiques utilisés dans le milieu.  Ceci est typique des levures, 

selon Saygun et al. (2014) les profils d'acides gras des lipides produits sont affectés par la teneur 

en acides gras des huiles dans le substrat, ce qui est cohérent avec les observations de cette 

étude. Y. lipolytica est connu pour incorporer directement les substrats gras d'une manière 

inchangée ou pour accumuler le substrat sous une forme modifiée (Beopoulos et al. 2009). Dans 

majoritaires les expériences Tableau 15, l'acide gras C18 :1 était notablement plus élevé que les 

autres AG dans le lipide accumulé. Les compositions en acides gras des huiles sont conformes 

à la littérature, et la composition des acides gras de SCO correspondent à ceux de l'huile 

végétale et de l'huile de soja .suggérant ainsi que le lipide microbien pourrait être utilisé comme 

matière première pour la production de biodiesel. Selon Hoekman et al. (2012); Gao et al. 

(2017); Katre et al. (2017); Fabiszewska et al. (2021, 2022b) pour obtenir le meilleur 

compromis entre les propriétés d'écoulement à froid, c'est-à-dire la tendance du carburant à se 

solidifier à des températures plus basses, la matière première optimale pour le biodiesel devrait 

avoir des niveaux relativement faibles de graisses saturées et des niveaux élevés de graisses 

insaturées. Comme le montre le tableau 1 dans nos résultats, les acides gras des lipides obtenus 

à partir de Y. lipolytica étaient pour la plupart insaturés, ce qui convient parfaitement à la 

production de biodiesel. 
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Tableau 13.  Composition en acides gras des lipides accumulés chez Yarrowia lipolytica cultivés 

sur diverses des substrats. 

Souche Substrats C16:0 C16:1 C18:0 C18:1 C18:2 C18:3 Autres Référence 

Y. lipolytica acide oléique 6-8 1-3 0-1 65-70 12-20   Cescut, 2009 

JMY330 acide oléique 6.5 3 0.5 64 26   Beopoulos 2009 

YB 423-12 Sésame 13.2 0.0 5.1 54.5 27.2   Saygun et al. 2014 

YB 423-12 Colza 18.8 0.0 10.7 49.9 14.7 5.9  Saygun et al. 2014 

YB 423-12 Graine de lin 6.7 2.8 10.2 28.6 15.6 35.9  Saygun et al. 2014 

A6 OMW + 

Glycerol  

12.1 5.6 6.7 60.1 13.6   Dourou et al.2016 

S11 OMW + 

Glycerol 

12.4 11.4 8.2 57.6 9.7   Dourou et al.2016 

LGAM S (7) OMW 16.4 7.2 5.2 52.1 20.1   Dourou et al.2016 

CICC 31596 Acide acétique 13.3 3.9 10.5 43.6 21.6 2.3  Gao et al. 2017 

ACA-DC 50109 Suif de boeuf 13.9 7.1 40.3 30.6 4.9     3.2   Daskalaki et  

al. 2018 

ACA-DC 50109 Huile de 

tournesol 

5.2 1.9 2.8 30.9 55.7     3.4 Daskalaki et  

al. 2018 

ACA-DC 50109 Huile de palme 23.8 1.9 3.8 39.1 15.8    15.6 Daskalaki et  

al. 2018 

ACA-DC 50109 Huile de lin 5.5 1.6 2.0 21.2 17.9 36.3   15.6 Daskalaki et  

al. 2018 

ACA-DC 50109 Huile d'olive 9.2 5.4 2.7 65.9 15.2     0.6 Daskalakiet al.  

2018 

ACA-DC 5029 OMW + 

Glycerol 

11.5 4.5 5.4 61.3 17.3    1.01 Sarris et al. 2019 

ATCC 20460 Huil usé 12.5 0.01 3.3 21.9 62.2   Lopes et al.2018 

ACA-YC 5033 OMW + 

Glycerol 

11.5 5.1 3.7 62.7 17.0    1.01 Tzirita et al.2017 

LFMB 20 Huile d'olive 10.7 5.8 2.8 60.7 19.9   Tzirita et al.2018 

LFMB 20 Beurre  38.4 1.3 6.1 37.4 16.5   Tzirita et al.2018 

ACA-YC 5031 OMW + 

Glycerol 

11.7 10.6 6.5 62.9 8.4   Tzirita et al.2019 

NCIM3589 YlB6 Huil usé 29.1 0.0 6.3 33.6 12.3   Katre et al. 2017 

NCIM3589 

YIC7 

Huil usé 28.1 4.1 6.1 40.1 16.0   Katre et al. 2017 

JMY 775 Acide oléique 6.96 0.58 3.77 48.42 36.29     3.99 Al Mualad et al. 2022 

JMY 775 Margine 8.47 0.89 1.99 60.94 25.01     2.7 ALMualad et al.2022 

JMY 775 Huil usé 14.28 3.21 2.05 42.43 36.58     1.45 ALMualad et al.2022 
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B.4. Gestion des déchets huileux dans la culture de Y. lipolytica 

Les  solutions  de  gestion  des  déchets,  y  compris  la  valorisation  des  déchets  dans  les 

procédés biotechnologiques, sont une question importante qui  doit être  explorée.  Parmi les  

méthodes crée ci-dessus, l'application réussie des déchets dans la culture de nouvelle souche Y. 

lipolytica peut être considérée comme la solution proposée et moyen de réutiliser les flux d'eaux  

usées  et  les  huiles  usées,  par  exemple  les  huiles  résiduelles,  ainsi  réduction  coûts  de  

fermentation  et  les  composés  toxiques  et  aussi  production  de  la  valeur  ajoutée  (lipides  

microbiens) par un procédé biotechnologique décrit dans figure 37. 

 

Figure 37: Procédé biotechnologique dans la gestion des déchets huileux dans la culture de Y. 

Lipolytica. 

 

Concernant la préservation de l'environnement et les coûts de la bio-production ont fait 

de  la  biodégradabilité  un  critère  de  conception  critique  en  termes  de  sélection  des  

matières  premières. Donc, avec la génération accrue d’huiles déchets, elles peuvent être 

considérées  comme des matières premières pour les processus microbiens et une application 

durable afin  environnementales et industrielles(Bankar et al. 2009a; Gao et al. 2017; Lopes et 

al. 2018, 2019; Liu et al. 2021). 

 



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

138 
 

B.4.1. Bioremédiation  

Concernant la préservation de l’environnement ont fait de la biodégradabilité un critère 

de conception critique en termes de la remédiations. La culture de levure a été réalisées dans 

des cultures en fioles pour étudier la croissance et l'adaptation de Y. lipolytica sur  divers  

substrats  (Partie  I)  ;  et  en  bioréacteur  pour  étudier  la  croissance  de  la  biomasse  et  

comparer les performances de Y. lipolytica avec les conditions  de fermentation  améliorées 

telles  que  la  régulation  de  l'oxygène  et  du  pH  dans  le  milieu  de  fermentation  (première  

et deuxième partie). En complement, la biodégradation de l'huile de cuisson usagée et des 

déchets des huileries  à huile et son application comme matières première et inducteur (de 

lipase) de la production de  lipides  dans les cultures de Y. lipolytica ont été étudiées, à la fois 

dans des flacons agités et à  l'échelle du bioréacteur. La capacité de cette souche à dégrader 

l'huile usée a été évaluée par le suivi du comportement et les performances de la souche tout au 

long des cultures. L'ajout d’huile de cuisson usée ou des déchets des huileries à huile au milieu 

a entraîné une augmentation significative de la performance de la souche liée à la croissance et 

à l'accumulation de lipides, qui est probablement attribué à production de lipase extracellulaire 

par la levure, par rapport aux  cultures  sans  huile. Ceci  confirme  la  pertinence  du  des  

déchets  huileux  étudié  comme  inducteur de la biosynthèse des lipases au milieu, ensuit 

production de lipides, ce qui est un fait  très intéressant, d'un point de vue économique. Ces  

résultats  ont  été  confirmés  lorsqu'une  stratégie  fed-batch  en  bioréacteurs  a  été  proposée. 

Où l'une des résultats de l'étude actuelle a été la bio remédiation des déchets dans des conditions 

de culture optimisées ; notamment les effluents des huileries. Ils sont le principal  produit  

résiduel  de  la  transformation  des  olives et  leur  élimination  représente  un  problème 

environnemental  important  dans  les  pays  méditerranéens,  en  particulier  en  Alegria  où  la 

production d'huile d'olive est largement reçue sous une forme révisée et concentrée sur une 

courte  période.  L’effluent  se  caractérise  non  seulement  par  sa  charge  polluante  élevée,  

sa salinité et ses niveaux phytotoxiques de polyphénols, mais également par une quantité élevée 

de composés organiques et de minéraux végétaux(Bankar et al. 2009). En complément, il est 

difficile à traiter par les  méthodes  conventionnelles  et  les  approches  biotechnologiques  sont  

généralement considérées  comme  plus  respectueuses  de  l'environnement.  Par  conséquent,  

le  processus d'optimisation  a  été  analysé  à  l'aide  de  la  méthodologie  de  surface  de  

réponse  dans  la décoloration (Assas et al. 2002; Dourou et al. 2016; Tzirita et al. 2018). 



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

139 
 

B.4.1.1. Décoloration des déchets des huileries à huile  

L'étape  limitante  de  bio  remédiation  des  OMW  est  la  dégradation  de  ses  composés  

phénoliques (et donc l'élimination de la couleur sombre des OMW), ainsi que l'élimination de  

la DCO est corrélée à l'élimination de la couleur(Aggelis et al. 2003; Lanciotti 2005; 

Papanikolaou and Aggelis 2009b; Sarris et al. 2019a; Tzirita et al. 2019; Papanikolaou and 

Aggelis 2020a). Dans ce travail, la souche de levure Y. lipolytica a été testée pour sa capacité  

à décolorer les colorants noirs. Où la décoloration a été évaluée par spectrophotométrie pendant 

la temps de cultures 72 h. Dans le présent travail concernant les eaux usées des moulins à olives  

(OMW), la bioremédiation du milieu a sans aucun doute eu lieu, où la décoloration du OMW  

brut   est illustrée avant et après la fermentation avec Y. lipolytica à la Figure 38. 

 

Figure 38: Décoloration des eaux usées des huileries à huile après traitement par Y. lipolytica. 

 

Dans ce cas (en présence de 25 g/L du OMW), et dans des conditions optimales pour 

évaluer la couleur et éliminer la DCO lors de la croissance de la Y.lipolytica, connaissant sa 

capacité à s'adapter à des conditions environnementales strictes. L'analyse par spectroscopie  

UV-vis  a  confirmé  la  biodégradabilité  des  déchets  des  huileries  à  huile  par  la  levure.  

La cinétique de décoloration exposée de la souche a permis une décoloration complète (90 %) 

du  OMW à 3 jours. Là où l'efficacité d'élimination était variable, la couleur a été éliminée de 

manière significative (> 89 %) en seulement 48 heures de traitement dans la phase exponentielle 

de  croissance,  puis  le  changement  de  couleur  est  devenu  plus  lent  après  cette  période 

d'incubation,  c'est-à-dire  dans  la  phase  de  croissance  stationnaire,  dont  le  changement  de   

couleur  était  d'environ  90  %,  à  72  heures  (Figure  39).  Dans  des  conditions  aérobies,  la 
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décoloration  pourrait  être  due  à  des  réactions  métaboliques  et/ou  à  un  phénomène  de  

biosorption (Sarris et al., 2019, Tzirita et al., 2019). Tandis que dans l'étude de Sarris et al.  

(2019), la décoloration (couleur foncée due à la présence d'OMW) était partiellement d'environ    

30 % du milieu par la souche Y. lipolytica ACA-DC 5029. Comme Sarris et al. (2017) ont  

signalé une décoloration de 55,9 % par la souche Y. lipolytica ACA-YC 5033 dans des milieux   

OMW et enrichis en glucose. Ainsi, la réduction de la couleur du OMW et de son niveau par  

les levures semble être un processus dépendant de la souche. 

 

Figure 39: Cinétique de décoloration lors de la croissance de Y.lipolytica sur les eaux usées  

brutes des huileries à huile avec une concentration de ~25 g/L. Culture en bioréacteur contrôlée  

comme décrit ci-dessus. 

 

Yarrowia  lipolytica  a  été  un  outil  biotechnologique  potentiel  pour  la  dégradation  

des  colorants dans les eaux usées huileux, en particulier celles contenant des colorants réactifs 

et  un outil prometteur à intégrer dans les solutions de bio remédiation, contribuant à l'économie 

circulaire et à l'éco-durabilité. 

 

B.5. Discussion 

Chez Y. lipolytica, l'accumulation des lipides se fait par deux voies : la voie de novo qui 

se produit en présence de substrats non hydrophobes et la voie ex novo qui se produit en 

présence de substrats hydrophobes (Beopoulos 2009 ; Bouchedja et al., 2017 ; Katre et al., 2017 
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;  Carsanba et al., 2020). Dans cette étude, le comportement de la levure Y. lipolytica a été 

évalué et ses performances (biomasse, accumulation de lipides, rendement et teneur en lipides 

intracellulaires maximum, La composition en acides gras (AG)) analysées lorsque cet 

organisme modèle connu pour accumuler des lipides a été cultivé sur différents milieux de 

culture dans un fiole (Comme premier test), puis en bioréacteur (procédé principal). 

Initialement, les souches ont été cultivées sur glucose, puis sur un substrat hydrophobe 

(acide oléique et déchets lipidiques). Les niveaux de croissance variaient de manière 

significative entre les expériences, en fonction du substrat utilisé, principalement les déchets 

lipidiques des OMW et WCO ont eu un impact marqué sur le comportement de la souche 

étudiée. Comme prévu, la présence de OMW (composés phénoliques trouvés dans les OMW) 

(tzirita et al., 2019) et de WCO (aldéhydes, semi-aldéhydes, hydrocarbures, radicaux alcoxy et 

acides) (Katre et al., 2017), a légèrement entravé la croissance cellulaire (au début de la culture), 

ce qui a réduit la croissance comme indiqué précédemment en raison de l'effet toxique élevé 

des huiles usagées  (Dourou et al., 2016; Sarris et al., 2017, 2019). Mais comme le processus 

de fermentation s'est poursuivi jusqu'au troisième jour, la souche est apparue plus fourmillée (à 

la fin de la fermentation). De manière distinctive, La souche est également capable d'utiliser 

efficacement les déchets lipidiques comme substrat peu coûteux pour la production de SCO. 

 La levure a connu une croissance remarquable (≥ 1.12 x 108 g.L-1) dans des milieux à 

base de déchets, et on a observé une augmentation marquée de l'accumulation de lipides 

cellulaires proportionnellement au temps de fermentation, selon le type de substrat lipidique 

utilisé. En revanche, Comme prévu la souche de Y. lipolytica était capable d'accumuler de lipide 

par les deux voies (de novo et ex novo), significativement, cette souche a stimulé une 

accumulation notable de lipides de réserve lorsqu'elles sont cultivées sur des substrats lipidiques 

(ex novo) de lui dans glucose (de novo) (d'après le teste par coloration au noir Soudan B in 

fiole), où l'accumulation de lipides de réserve sur le glucose était la plus faible. Auparavant, il 

a été démontré que le glucose moyen affecte la graisse totale produite (Gill et al. 1977; Zhu and 

Jackson 2015; Bouchedja et al. 2017, 2018), , puisqu'il peut être attribué à la synthèse d'acides 

organiques (acide citrique) au même moment (Sarris et al., 2011; Dobrowolski et al.,  2016; 

Tzirita et al., 2019).  

De même, des recherches antérieures ont rapporté que pendant la croissance sur le glucose 

et/ou le glycérol qui favorisent la synthèse de novo de lipides microbiens ou la synthèse d'acides 

organiques, les souches de Y. lipolytica ont produit des quantités notables d'acide citrique, 
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indiquant que l'acide citrique a peut-être inhibé l'accumulation de lipides(Papanikolaou et al. 

2002; Beopoulos 2006; Rymowicz et al. 2009, 2010; Santos et al. 2013; Tomaszewska et al. 

2014).  La biosynthèse du SCO et de l'acide citrique à partir de sources de carbone similaires 

chez Y. lipolytica sont des processus qui présentent des similitudes remarquables dans leurs first 

étapes(c'est-à-dire par l'épuisement d'un nutriment essentiel, et en particulier de l'azote, dans le 

milieu de fermentation)(Ratledge 1994; Papanikolaou and Aggelis 2009a; Papanikolaou et al. 

2009; Papanikolaou and Aggelis 2010; Chatzifragkou et al. 2011; Abghari and Chen 2014; 

Tzirita et al. 2019; Papanikolaou and Aggelis 2020a),donc potentiellement, ce fait était la raison 

pour laquelle (faible accumulation de lipides).  

En général, les réglementations complexes susmentionnées rendent difficile dans de 

nombreux cas d'obtenir des taux élevés d'accumulation de lipides , car dans de telles conditions, 

l'accumulation de lipides et la production d'acide citrique se produisent simultanément, ce qui 

entraîne qu'une accumulation de lipides modérée, et aussi le coût élevé de la fermentation avec 

du glucose qui peut être limite son utilisation pour la production (SCO), tout ceci  ne se compare 

certainement pas favorablement pour l'accumulation de lipides avec les substrats lipidiques, en 

particulier avec déchets lipides (huile usée) et les sous-produits bon marché (margine). Où les 

premiers résultats obtenus relatif aux substrats lipidiques semblaient prometteurs, 

significativement, ils ont démontré la capacité de la levure à l'accumulation de lipides. 

Concernant la performance de la souche utilisée, observée lors de la croissance dans des 

expériences fioles , la croissance de Y. lipolytica avec tous les milieux dépendants des lipides 

a déclenché une accumulation de lipides (le maximum de accumulation du lipides ) à 48h, et 

ensuite, la teneur en lipides a diminué avec le temps, bien qu'une quantité de substrat (non 

spécifiée) reste dans le milieu. En ce qui concerne ce qui précède, des recherches dans la 

littérature ont expliqué que la période de dégradation des lipides intracellulaires (turnover) 

coïncide principalement avec la sécrétion d'acide citrique en quantités non négligeables dans 

le milieu de fermentation(Beopoulos 2006; Beopoulos et al. 2009; Papanikolaou et al. 2009; 

Makri et al. 2010; Sarris et al. 2011; Papanikolaou and Aggelis 2020). 

 

Jusqu'à présent, la production de lipides à partir de substrats lipidiques (et de déchets 

lipidiques) est courante pour les souches de Y. lipolytica et sans aucun doute très intéressante 

pour la technologie alimentaire. Y. lipolytica est un micro-organisme producteur de lipides bien 

connu utilisé dans la littérature pour la production d'acides gras courants et non courants en 
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raison de sa capacité à accumuler plus de 20  % (Beopoulos 2006; Barth 2013; Liu et al. 2015), 

de plus, par une même souche, son rendement varie également avec les différents processus de 

fermentation. Ainsi, tous les milieux dépendants des lipides par la souche Y. lipolytica ont été 

testés, et évaluée pour sa capacité à biogénérer des lipides cellulaires sur les différents milieux 

de culture (substrats lipidiques) dans des cultures en bioréacteur submergé contenant de l'acide 

oléique et également sur un flux de déchets de l'industrie alimentaire (sous forme de WCO et 

OMW) avec des volumes constants ~25 g/L pour toutes les cultures, et détermination du profil 

des acides gras par la levure Y. lipolytica de tous les milieux.  En plus d'étudier l'impact des 

conditions de culture des déchets de l'industrie alimentaire sur le comportement cinétique de la 

souche et d'évaluer le potentiel de valorisation des déchets de l'industrie alimentaire comme 

milieu "lipogénique" naturel. 

En général, dans ces cas où des essais de Y. lipolytica cultivée dans des expériences de 

bioréacteur ont été effectués, des quantités de croissance significativement plus élevées (dans 

tous les cas) ont été enregistrées par rapport aux fioles, en particulier dans les substrats de 

déchets lipidiques (OMW, WCO). où il n'a pas affecté sur la croissance des cellules bien que le 

contenu phénolique du milieu de OMW et les composés toxiques tels que les aldéhydes, les 

semi-aldéhydes, les hydrocarbures, les radicaux alcoxy et les acides sont générés pendant le 

processus de réchauffage WCO qui peut être inhibiteur pour la croissance microbienne 

(Kulkarni et Dalai, 2006 ; Dourou et al., 2016 ; Katre et al., 2017 ; Sarris et al., 2017 , 2019 ; 

Tzirita et al., 2018, 2019). En accord avec les résultats du présent travail, la souche de levure 

utilisée dans cette étude a présenté une évolution de son métabolisme vers l'accumulation de 

lipides (selon la microscopie fluorescente avec coloration au rouge du Nil), car les cellules 

étaient plus fluorescentes à 48 heures de la fermentation pour tous les milieux dépendants des 

lipides. Cependant, aucune différence significative dans la production de lipides totaux n'a été 

notée lorsque Y. lipolytica a été cultivée sur des milieux à base de OA, OMW et WCO (enrichis 

en glucose commercial). Ainsi, elle a été capable d'accumuler leur biomasse (Xmax~7.3;8.1et 

5.62 g.L-1, respectivement), dans le rendement lipidique total obtenu globalement 16,19% ; 

18,14%; 17,59 % respectivement.  

L'accumulation optimale a été observée avec la biomasse la plus élevée produite pour 

presque chaque substrat de fermentation. Jusqu'à présent, les données globales indiquent que la 

souche a été capable d'utiliser un flux de déchets de l'industrie alimentaire (WCO , OMW), ce 

qui est finalement attribué à l'accumulation de lipides, qui pendant la phase exponentielle a été 

observée dans tous les médias. Ce résultat est en accord avec la littérature pertinente qui indique 
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que par la croissance sur un substrat lipidique (le processus d'accumulation de lipides dit "ex 

novo"), la production de lipides est un processus lié à la production de biomasse, se produisant 

indépendamment de l'épuisement de l'azote du milieu de croissance ( Papanikolaou, Aggelis, 

2010, 2011 ; Trizita et al. 2018) comme dans l'etude actuelleLes valeurs globales des lipides 

dans le biomasse pour la souche étaient différentes, Significativement avec l'acide oléique 

comme milieu de culture  le rendement étaient plus élevées. 

Tandis que, dans des milieux de déchets lipidiques (La valeur globales des lipides étaient 

également OMW que WCO). Apparemment, la levure (avec des OMW et des composés 

phénoliques au milieu) favorise une production accrue de lipides de la biomasse. Dans un 

nombre limité de cas similaires, il a été révélé que l'ajout de plusieurs types de substances 

naturelles (comme les composés phénoliques, les huiles essentielles, etc.) sont capables 

d'augmenter la teneur en acides gras cellulaires (AG) au sein de Y. lipolytica (Aggelis et al., 

2003;  Chatzifragkou et al., 2011; Sarris et al.,  2017; Tziraita et al., 2019), Similaire à le travail 

actuelle, où la valeur maximale de lipide, 1.29 g.L-1, a été observée avec la biomasse la plus 

élevée produite en OMW 8.1 g.L-1. Dans d'autres études (dans la littérature), comme dans la 

présente recherche, les différences de rendement sur les différents substrats indiquent que le 

processus d'accumulation de lipides à partir de substrats hydrophobes est influencé de manière 

critique par la composition en acides gras du lipide utilisé (Papanikolaou et al., 2001 ; 

Papanikolaou, Aggelis, 2003, 2010, 2011).  

Ces résultats sont tout à fait cohérents avec la littérature sur la même souche de Y. 

lipolytica qui se développe sur des milieux à base de glucose (YPD) et d'acide oléique(YPDOA) 

dans lesquels la présence d'acide oléique favorisait notamment le processus de production des 

lipides de stockage (Bouchedja et al., 2017), de même que d'autres souches Y. lipolytica se 

développant sur des milieux à base OMW et d'WCO où la présence de déchets lipidiques a 

favorisé notamment le processus de production de lipides de stockage(Ben Sassi et al. 2008; 

Sarris et al. 2011, 2019a; Katre et al. 2012, 2017, 2018; Tzirita et al. 2019). Outre les souches 

de Y. lipolytica, des microorganismes appartenant à d'autres genres oléagineux (par exemple, 

les Zygomycetes) ont présenté un comportement physiologique similaire(Bellou et al. 2014) . 

Par conséquent, les déchets lipidiques pourraient être considérés comme un milieu alternatif 

pour production des huiles utile.   

En revanche, la décoloration du milieu des eaux usées du huilières à huile d'olive (couleur 

sombre due à la présence de margine) s'est produite, ce qui signifie que l'élimination des 
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composés phénoliques était certaine dans le milieu (Sarris et al., 2011, 2019) . Dans cet essai, 

la levure Y. lipolytica a présenté la capacité d'éliminer la couleur, par rapport à la composition 

du milieu avant la fermentation. Dans l'étude de Sarri et al. 2019, la décoloration (couleur 

foncée due à la présence du margine) a été partiellement du milieu par la souche ACA-DC 5029 

de Y. lipolytica, tandis que Sarris et al. (2017) ont signalé une décoloration plus élevée par la 

souche ACA-YC 5033 de Y. lipolytica dans des milieux enrichis en margine et en glucose. 

Ainsi, la réduction de la couleur de l'OMW et son niveau par les levures semblent être un 

processus dépendant de la souche. Bien que certaines souches (des genres Saccharomyces et 

Yarrowia) aient la capacité de réduire significativement la couleur lorsqu'elles sont cultivées 

sur un milieu YPDOMW (Lanciotti et al., 2005 ; D'Annibale et al., 2006 ; Papanikolaou et al., 

2008 ; Sarris et al., 2011 ; 2013 ; 2014 ; 2017 ; 2019), d'autres souches étaient impuissantes à 

le faire (De Felice et al. 1997; Scioli and Vollaro 1997; Dourou et al. 2016).  La bio remédiation 

des milieux à base du margine en présence de microorganismes a été résumée dans de nombreux 

articles scientifiques antérieurs rapportés à (Sarris et al.,  2019), car ils ont indiqué que les 

champignons ont la plus grande capacité à produire des enzymes qui décomposent les composés 

phénoliques et éliminent ainsi la couleur noire foncée dans le milieu. En revanche, les levures 

ne produisent pas ces enzymes, à l'exception des souches d'achillée génétiquement modifiées, 

qui sont capables de produire des lacases (Jolivalt et al. 2005).  

Bien que la souche de levure utilisée dans cette étude a été producteur de lipase, toute la 

décoloration du margine ne doit pas être attribuée uniquement aux mécanismes d'oxydation des 

phénols, mais ce fait peut être attribué à des réactions métaboliques et/ou au phénomène de 

biosorption(Chtourou et al. 2004; Hamimed et al. 2020), c'est-à-dire son utilisation peut-être 

partielle de ces composés (phénoliques) comme source de carbone et d'énergie. On peut 

s'attendre à de tels résultats dans notre étude, puisque dans les expériences avec margine, la 

croissance des cellules,   la biomasse ne diminuait pas lorsque les cellules étaient moins 

fluorescence (la production de biomasse n’a pas été affectée), il est apparu que les cellules sont 

toujours en croissance et étaient plus fluorescents à 72 heures de la fermentation. A ce moment 

de la fermentation sur l'acide oléique, la biomasse était moins fluorescente. De tels résultats 

étaient prévisibles, dans cette étude dans les cultures avec OA~25 g/L, lorsque l'OA a été épuisé 

de la culture, le lipide de réserve a été reconsommé ~72 h après le début de la fermentation 

(Figure 6) La concentration de lipide microbien a chuté à ~0. 83 g/L de ~1,24 g/L. L'huile 

microbienne a peut-être été consommée pour la production d'acide citrique (à faible pH) (Sarris 

et al. 2011; Tchakouteu et al. 2015), de méme citée Makri et al. (2010), Tchakouteu et al. (2015) 
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et  Papanikolaou et al. (2002, 2006, 2009); Papanikolaou and Aggelis (2020b) que La période 

de dégradation lipidique intracellulaire (turnover) a coïncidé avec la sécrétion d'acide citrique 

en quantités non négligeables dans le milieu de culture. Où  Sarris et al. (2019) ont supposé, la 

production d'acide citrique peut se faire avec un faible pH. Une autre question qui devrait être 

soulignée est que malgré le fait que le pH du milieu reste 6, aucune faveur de la production 

d'acide citrique. Ce qui suggère que cette dégradation a été effectuée en faveur de l'énergie des 

besoins de maintenance des cellules de levure. 

Cette étude a principalement montré un profil des acides gras lors de la culture sur les 

trois milieux lipidiques, OA, OMW et WCO. A travers le tableau 15, le profil des acides gras 

est apparu différent pour tous les milieux (en fonction des substrats). Comme prévu, puisque Y. 

lipolytica est connu pour incorporer directement les substrats gras d'une manière inchangée ou 

pour accumuler le substrat sous une forme modifiée (Beopoulos et al., 2009 ; Tzirita et al., 

2017, 2019). Dans ce cas, avec cette souche, malgré les effets du substrat sur les niveaux de 

saturation dans les lipides accumulés pour chaque milieu, qui peuvent être attribués à 

l'incorporation de lipides du substrat directement, la souche a travaillé sur une modification et 

une promotion nettes des acides gras à travers notre observation du profil de la formation des 

acides gras avec le milieu qui dépend de l'acide oléique(tableau 14 dans la porte résultats). Selon 

(Papanikolaou and Aggelis 2003b, 2020b; Papanikolaou et al. 2011; Saygün et al. 2014; Tzirita 

et al. 2019; Fabiszewska et al. 2022b) qui ont rapporté pour d'autres souches de Y. lipolytica 

cultivées sur des mélanges d'acides gras saturés et insaturés que le profil des lipides cellulaires 

de Y. lipolytica ressemblait à la composition en acides gras du milieu. De même, la composition 

en AG des lipides intracellulaires de la levure cultivée sur des matières grasses ressemble à 

celle du milieu de culture (Papanikolaou and Aggelis 2011b; Saygün et al. 2014). De tels 

résultats pourraient être attendus dans cette étude ; de manière significative, cette différence 

dans le profil des acides gras des lipides cellulaires de Y. lipolytica peut être attribuée aux 

substrats lipidiques utilisés dans le milieu.  Les recherches de Montet et al. (1985), 

Papanikolaou et al. (2001), Papanikolaou et Aggelis (2003) et Lopez et al. (2018) ont noté 

l'assimilation sélective et rapide de l'AF C18:1 Δ9 par rapport à l'acide gra C18:0 par les souches 

de la levure Y. lipolytica, un fait qui a également été validé dans cette étude.  

L'activité désaturase des acides gras dans l'ensemble des lipides cellulaires a été estimée 

en comparant la désaturase produite au substrat utilisé (C16 :1/C16 :0 ; C18 :1/C18 :0 ; 

C18 :2/C18 :1), de manière significative, l'acide oléique étant l'acide gras dominant en toutes 

circonstances. De même, il est également en accord avec les rapports précédents de Rymowicz 
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et al. (2010),  Chatzifragkou et al. (2011), Sarris et al. (2011),  Xu et al. (2012), Tchakouteu et 

al. (2015),  Dourou et al. (2016), Katre et al. (2017) ; Sarris et al. (2019) et Tzirita et al. (2019). 

Comme pour cette souche, des résultats similaires ont également été rapportés dans des études 

antérieures réalisées par plusieurs souches mutantes de type sauvage de Y. lipolytica testées par 

Rymowicz et al. (2010),  Chatzifragkou et al. (2011) ; Xu et al. (2012) et Sarris et al. (2019) 

indiquant une importante activité Δ9-désaturase dans les cellules de levure. Egalement pour A. 

curvatum et Starmerella bombicola (Lee et al. 1993; Wadekar et al. 2012), en ce qui concerne 

OMW dans le milieu de culture, rapporté Rymowicz et al. (2010),  Sarris et al. (2011) et Sarris 

et al. (2019) que l'ajout de OMW dans le milieu de culture a augmenté la quantité d'acide 

oléique (C18 :1) plus de 60,0% dans le temps, tandis qu'il a réduit celle de C18 :0. De même 

avec WCO, la teneur en acide oléique souhaitable (C18 :1) était également plus élevée dans les 

trois mutants utilisés dans (Katre et al., 2017) car les trois mutants possédaient des quantités 

plus élevées de total par rapport au type sauvage, et aussi dans le profil d'acides gras du mutant 

XR-2 de Rhodosporidium toruloides était l'acide oléique (36,4%) le plus élevé (Katre et al., 

2017).  

Comme prévue, dans cette étude, de manière significative, l'acide oléique étant l'acide 

gras dominant dans les circonstances utilisées OMW et WCO, tandis que OA a légèrement 

réduit la quantité d'acide oléique au détriment de la production d'acide linoléique souhaitable. 

Quel que soit le milieu utilisé, le SCO de la levure Y. lipolytica semble être une biocatalyseur 

potentielle pour la production de quantités plus élevées d'acides gras saturés et monoinsaturés 

en C16 et C18 et une concentration plus faible de d'acides gras saturés et polyinsaturés. De plus, 

les déchets lipidiques pourraient être considérés comme une matière première non coûts.  De 

toute évidence, ce type d'études présente un intérêt académique et économique. Les valeurs 

obtenues en utilisant les deux milieux indiquent le potentiel considérable de ces 

microorganismes pour produire des composés à valeur ajoutée(SCO). 

 

B.6.Conclusion  

Nous avons pu démontrer que : Grâce à la fermentation des huiles dirigée par Y. lipolytica, 

et aux profils acide gars de lipides de réserve, la levure peuvent être exploités pour développer 

des procédés durables, « verts » et respectueux de l'environnement et pilotent la recherche des 

industries biotechnologies. La dégradation observée des déchets huileux « OMW » et « WCO 

» par Y. lipolytica indique leur capacité à utiliser efficacement la biorestauration des huiles de 
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cuisson usagées et des eaux usées dans les huilières à olives (OMW). D'un intérêt particulier 

est le fait que bien que la culture dans les flacons ait connu un ralentissement de la croissance 

au début de la fermentation, l'élimination des graisses a continué à être réussie, Ce qui indique 

le potentiel de cette souche dans les processus environnementaux malgré l'autolyse cellulaire 

des lipides pour tous les milieux de fermentation batch aux stades ultérieurs de croissance (de 

ce côté le processus batch n'était pas favorable et l'une des solutions proposées est le processus 

de culture en continu). En fin, les valeurs de rendement en lipides pour tous les substrats utilisés 

révèlent la capacité de Y. lipolytica à produire des lipides avec une teneur en acides d'une grande 

importance nutritionnelle, industrielle, environnementale et biotechnologique, car les lipides à 

faible coût ou passifs peuvent être «mis à niveau» avec succés. 
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C. Etude de la Production de γ–décalactone (arome de pêche) par la levure non 

pathogène Yarrowia lipolytica 
 

C.1.Introduction  

Dans cette partie, La levure Y. lipolytica a été utilisée pour production d’arôme de type 

lactone (Gamma décalactone) en présence de huile de ricin dans le milieu de culture, après 

extraction, séparation, elles sont identification et caractérisation par   chromatographie à GC-

MS. Cette étude a principalement permis une investigation rapide et une brève comparaison sur 

la croissance et la forme des cellules dans le milieu de biotransformation ainsi que les stades de 

croissance et leur corrélation avec la production de ces molécules par culture en batch dans des 

flacons, et un bioréacteur. En plus de tester différentes concentrations d'huile de ricin sur les 

performances de cette souche. Comme c'est la première fois qu'une étude vise à comprendre le 

comportement de cette souche et à analyser ses performances et sa production dans un milieu 

d'huile de ricin. Dans ce travail, la levure était un bon producteur potentiel de γ-DL à partir de 

l'huile de ricin, car c'est une souche de lipase surexprimée, qui fait l'hydrolyse de l'huile de ricin 

pour la biotransformation de l'acide ricinoléique en γ-DL, d'où l'importance des lipases 

extracellulaires de cette souche. 

C.2.Analyse du comportement du dans Y. lipolytica le milieu de biotransformation. 

Pour évaluer la capacité de la levure Y. lipolytica à biotransformer l'acide ricinoléique 

pour produire de γ-DL, son comportement a été vérifié dans un substrat lipidique (huile de ricin) 

pendant sept jours de culture en flacons agités et en bioréacteur, en tenant compte du fait que 

la synthèse d'un odorant de type lactone (γ-DL) est liée à la phase de croissance du 

microorganisme (Soares et al., 2017 ; Małajowicz et al., 2020).  

C.2.1.Croissance cellulaire de la levure 

La figure (40) présente des données sur la culture en batch réalisée dans des fiole à 

secousses et un bioréacteur pour la levure Y. lipolytica, avec l'application de 2 % d'additif d'huile 

de ricin (CO) dans le milieu (20 g/L). Sur la base de la courbe de croissance, une tendance 

similaire pour la croissance de la souche a été principalement observée dans les premiers jours 

de fermentation, après quoi il a été observé que la croissance en flacons se déroule lentement 

par rapport à la culture en bioréacteur avec un retard des cellules de l'arrivée à la phase de 

croissance stationnaire avec une différence d'un jour lors de la culture dans le bioréacteur. Le 

taux de croissance des cellules a augmenté pendant cette période (c'est-à-dire pendant la phase 
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de croissance exponentielle) de 0,2 à 0,6 et 0,72, respectivement. Cette prolifération moins 

intense des cellules de levure dans les flacons à secousses est supposée être due à des conditions 

de culture légèrement différentes. Bien que la quantité d'huile de ricin ajoutée dans les deux 

flacons et dans le bioréacteur était la même (20 g/L). Par conséquent, avec la poursuite du 

processus de fermentation, après 5 jours, a commencé une lente diminution du nombre de 

cellules. Ainsi, l'efficacité maximale de la réaction (biotransformation) dans cette culture s'est 

très probablement produite au moment où le nombre de cellules a atteint le maximum dans la 

phase finale de la croissance exponentielle et le début de la phase stationnaire. Selon Groguenin 

et al. (2004) la synthèse de γ-DL se produit dans la phase de croissance exponentielle avec un 

léger retard après la croissance, qui l'a interprété comme le temps nécessaire pour que les acides 

gras subissent quatre cycles de b-oxydation. De même, Moradi et al. (2016) ont signalé que la 

production de γ-DL se produit dans la phase de croissance exponentielle, qui était concomitante 

presque avec la croissance de la biomasse, comme atteint son rendement maximal à la fin de la 

phase de croissance exponentielle. Également la recherche de Małajowicz et al.  (2020) sur la 

biosynthèse γ-DL par la levure Y. lipolytica dans des cultures discontinues confirme que lorsque 

le nombre de cellules a atteint le maximum dans la fin de la phase de croissance logarithmique, 

la production maximale de γ-DL s'est produite (dans la phase finale de la croissance 

logarithmique et le début du stade stationnaire). 

 
Figure 40: Cinétique de croissance de Y. lipolytica en milieu de biotransformation lors de la 

culture en fiole (♦) sans ajustement du pH (▲), et dans le bioréacteur (■) après ajustement des 

valeurs de pH à 6. 
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Un résultat similaire a été obtenu dans nos expériences, lorsque le nombre de cellules a 

atteint le maximum en fin de phase de croissance exponentielle, la production maximale de γ-

DL s'est produite, et avec la poursuite du processus de fermentation, après le jour 5, une lente 

diminution du nombre de cellules a été observée en même temps que la diminution de l'arôme 

de lactones produit à la fin de la culture, cette typique pour cette levure dans les cultures 

discontinues. Selon Groguenin et al. (2004), on a observé une diminution de l'arôme dans le 

milieu en phase finale de fermentation (diminution de 7,5 fois).  De même, Gomez et al. (2010) 

ont rapporté qu'après avoir atteint la plus forte concentration de γ-DL au cinquième jour de 

culture, une diminution d'un facteur 10 a été observée dans la culture du jour suivant. Aussi, 

Braga et al. (2015) ont rapporté que la production maximale d'odeur était suivie d’un ré-

consommer rapide de l'odeur, où une diminution de 30% pour la souche MTYL40-2P. Lors de 

la fermentation à l'état solide de Try et al. (2017) également, il a été constaté une diminution de 

la γ-DL dans le milieu après 90 heures de fermentation. Plusieurs théories ont été citées dans 

(Okui et al. 1963a; GATFIELD 1993; Pagot et al. 1998; Wache et al. 2000, 2001b; Aguedo et 

al. 2003; Guo et al. 2011b; Waché 2013) pour expliquer cette baisse, et qui indiquaient que les 

cellules de levure sont capables d'hydrolyser (ré-consommer) les lactones produites. Ainsi, un 

lent processus de mort cellulaire s'enclenche progressivement, appelé phase de régression, 

Jusqu'à présent, la forte concentration de composés aromatiques qui sont produits dans le milieu 

de conversion peut entraîner des effets toxiques envers les microorganismes(Feron et al. 1996; 

Dufosse et al. 1999; Aguedo et al. 2002, 2003, 2004). Dans le même ordre d'idées, ce déclin a 

été discuté ces dernières années chez Krzykowska (2012), Escamilla-García et al. (2014), Braga 

et Bello (2014, 2016) ; Soares et al. (2017) et Try et al. (2017), mais il reste encore mystérieux, 

car il n'a pas encore été déterminé avec précision (Małajowicz et al., 2020). Un aspect lié à cette 

détérioration est celui rapporté par Waché et al. (2002), où il a indiqué que les valeurs de pH 

pourraient jouer un rôle majeur dans la re-consommation de l'odorant de type lactone, c'est-à-

dire sa pénétration dans les cellules de levure et son hydrolyse à faible pH, qui se produit au 

dernier stade de la culture. En ce qui concerne cette différence de taux de croissance et de 

productivité, le pH est un facteur important, et sa modification peut également altérer les 

concentrations de croissance cellulaire, la productivité et la ré-consommation de γ-DL comme 

mentionné ci-dessus. Par conséquent, nous avons également surveillé ce facteur (pH) tout au 

long de la période de culture en flacon. 
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C.2.2.Analyse du pH 

La figure (40) présente également les données de pH dans le milieu de biotransformation 

tout au long de la période de fermentation par lots réalisée dans des flacons de Y.lipolytica. Les 

résultats montrent que le pH au début du processus de fermentation dans les flacons était de 6,8 

(sans ajustement), car il est considéré comme le pH optimal pour la production d'arômes selon 

les études précédentes de Alchihabi et al. (2009), sur la production de lactones. Cependant, la 

valeur du pH a diminué de 6,8 à 5,47 (au cinquième jour) pendant la bioconversion dans le 

milieu avec 20 g/L d'huile de ricin (Figure 40).  Cette baisse s'est poursuivie jusqu'à atteindre 

5,17 à la fin de la fermentation (7 jours). Donc la valeur du pH dans le bioréacteur a été ajustée 

à 6 pendant toute la période de fermentation (être la valeur optimale pour la production 

d'arôme). Ainsi, un changement dans le comportement de cette souche a été observé avec des 

différences statistiquement significatives dans le taux de croissance des cellules et dans sa phase 

dans le milieu d'huile de ricin dans des flacons et un bioréacteur. Jusqu'à présent, les chercheurs 

ont constaté dans des études antérieures sur cette levure que la diminution des valeurs de pH 

coïncide avec l'augmentation de la biomasse de la levure, qui était probablement causée par la 

production d'acides gras ou de métabolites secondaires (acide citrique) (Papanikolaou et al., 

2002 ; Beopoulos et al., 2009 ; Santos et al., 2013 ; Bouchedja et al., 2018), ce qui affecte 

également la synthèse de γ-DL (Puthli et al. 2006; Krzyczkowska 2012; Gomes et al. 2013; 

Soares et al. 2017). C'est-à-dire que le pH joue un rôle dans l'assemblage et l'adhésion des 

cellules entre elles, et aussi pour le temps de contact entre le substrat et les cellules (enzyme), 

c'est-à-dire qu'il est un facteur important dans l'absorption des surfaces par les cellules et donc 

sur l'activité lipolytique, qui favorise la synthèse de γ-DL (Aguedo et al., 2005 ; Gomes et al., 

2011 ; Braga et al., 2013 ; Gomes et al., 2013 ; Bouchedja et al., 2018). En 2006 et 2008, 

Gopinath et al., lors de l'étude de l'effet du pH en utilisant les deux levures S. salmonicolor et 

R. aurantiaca sur la production d'odeur et la biomasse ont observé que la production plus élevée 

de γ-DL était due au pH initial de 6,5 pour S. salmonicolor.  

Alors que la croissance et la production de γ-DL étaient bonnes et à une concentration élevée 

(5,3 g/l) par la levure R.aurantiaca dans un milieu de biotransformation avec des valeurs de pH 

proches de la neutralité (pH 6,8), des résultats similaires ont également été observés chez 

Alchihab et al. (2009). Alors que Maume et Cheetham (1991) ont observé que la croissance 

cellulaire était optimale à un pH de 6,5-7,0, mais que la production optimale de γ-DL se 

produisait à un pH alcalin (pH 7,5-8,5). Selon Endrizzi et al. (1995) et  Barth et Gaillardin, 

(1997), la réponse aux variations du pH et la capacité de la levure à produire un arôme de type 

lactone dans les pH acides dépendent également de l'espèce. Ainsi, Endrizzi et al (1995) ont 
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rapporté que l'acidification du milieu de biotransformation par les levures favorisait la 

production de lactones d'acide 4-hydroxy-décanoïque comme précurseur pour produire du γ-

DL, mais que l'acidification n'est pas un facteur nécessaire, car la levure P. guilliermondii a 

produit la même quantité de γ-DL que celle produite par Candida dans un milieu avec ou sans 

acidification, en tenant compte du fait que ces dernières ne produisent pas de γ-DL dans un 

milieu non acide. 

 

C.2.3. Caractérisation morphologique cellules et milieu de biotransformation  

 La figure 41 présente des images de la culture en batch réalisée dans des flacons à 

secousses et dans un bioréacteur pour Y. lipolytica, avec l'application de 25 g/L d'huile de ricin 

et l'ajout de 1ml de Tween 80, sous forme d'émulsion huile dans l'eau dans le milieu de 

biotransformation. Par des observations microscopiques, un changement dans la forme des 

cellules de levure a été observé tout au long de la période de culture dans les flacons ou lorsqu'on 

les compare aux cellules du bioréacteur également.  Le polymorphisme n'est pas surprenant 

pour cette espèce de levure car il s'agit d'un champignon dimorphe, capable de se développer 

sous différentes formes en fonction des conditions environnementales telles que le carbone, les 

sources d'azote et les facteurs externes (systèmes de mélange, stress aérobie et pH moyen) 

(Bouchedja et al. 2017, 2018; Try et al. 2018; Timoumi et al. 2018b; Małajowicz et al. 2020). 

 

En outre, dans la biotransformation de ce type de culture, la surface de contact des 

gouttelettes lipidiques avec les cellules et la surface entre deux phases liquides sont des facteurs 

attribuables à la dégradation d'un substrat hydrophobe et donc pour les cellules, la croissance 

et la production d'arôme par les cellules de levure (Aguedo et al., 2005 ; Gomes et al. 2011).  

Alors que ce dernier a également rapporté que l'arrivée des cellules sur le substrat lipidique se 

fait par leur adhésion autour de gouttelettes lipidiques plus grandes, c'est-à-dire que les 

gouttelettes d'huile plus grandes produisent l'arôme. C’est la croissance des cellules dans un 

milieu contenant des lipides se produit directement sur les gouttelettes car leur solubilité dans 

l'eau est limitée et elle est donc influencée par la taille des gouttelettes d'huile. En effet, la taille 

des gouttelettes lipidiques est compter sur   des nombreux paramètres qui peuvent être liés à 

des caractéristiques physiques et chimiques du milieu (pH, force ionique, présence de 

tensioactifs, etc.), ou à la présence de microorganismes (concentration d’inoculum, propriétés 

de surface des cellules, etc...)(Gomes et al., 2010, Gomes et al., 2011). Il n'a pas été facile de 

prouver cette dépendance dans notre travail, pour confirmer cela, nous avons fait des 
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observations microscopiques des deux processus pendant la biotransformation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Yarrowia lipolytica a très bien poussé dans les deux procédés (Figure 41), sous des formes 

de type levure, levure allongée, pseudo-mycélienne et mycélienne également dans les flacons 

(Figure 41(A, B, C)). Mais dans les tests en bioréacteur, les filaments de levure ont été 

endommagés et les cellules sont apparues éparpillées, ovales ou sous des formes de type levure 

et homogènes (Figure 41(D, E, F)), comme la dispersion de la phase lipidique était évidente 

dans le bioréacteur par rapport aux flacons agités dans lesquels l'huile était principalement 

observée à la surface du milieu. Cette différence était très probablement due aux différents 

systèmes de mélange et au taux d'agitation dans le bioréacteur. Jusqu'à présent, cela pourrait 

influencer les propriétés des émulsions et par conséquent l'efficacité de la biotransformation. 

Selon de Andrade et al. (2017), dans ce cas, le bioréacteur et les taux d'agitation plus élevés qui 

lui sont associés peuvent provoquer des changements métaboliques chez les levures et donc des 

     

     

Figure 41 : Observation au microscope de Y. lipolytica de culture sur huile de ricin dans des flacons et 

un bioréacteur. Image réelle des cellules de levure du milieu de biotransformation pendant 1, 3 et 5 

jours A, B, C (flacons), D, E, F(bioréacteur), respectivement : (a) forme de levure, (b) forme de levure 

allongée, (c) formes pseudo-mycéliales, (d) formes mycéliales et (e) gouttelettes d'huile.  

 

A B C 

D E F 
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changements dans la morphologie des cellules et le métabolisme. En outre, dans les images 

microscopiques des cellules de levure dans notre travail, les cellules ont montré un contact 

direct avec le substrat hydrophobe (CO) dans les premiers jours de culture, puis les gouttes ont 

disparu ou diminué au fur et à mesure que la fermentation se poursuit.  Il est évident que les 

gouttelettes lipidiques sont adsorbées à la surface des cellules de levure qui apparaissent à la 

fois sous forme de levure au début de la fermentation, comme on peut également voir que les 

cellules de cette souche subissent une forte agglomération et ont tendance à s'agglutiner autour 

de grosses gouttelettes lipidiques (Figure 41(A, E)). Selon Gomes et al. (2011), dans ce cas, 

l'arôme est produit, c'est-à-dire avec les plus grosses gouttelettes d'huile. 

 

Selon la figure (41), nous pouvons également voir que toutes les formes de levure peuvent 

coexister dans la même culture (Figure 41 (B, C)). Mais la production de lactones est souvent 

associée à la présence de formes allongées dans les flacons (Figure 41(C)). Ces résultats sont 

cohérents avec les données sur la forme des cellules, rapportées par(Barth and Gaillardin 1997; 

Chen et al. 1997; Fickers et al. 2005; Makri et al. 2010; Gomes et al. 2011b; Nicaud 2012; 

Krzyczkowska 2012; Escamilla-García et al. 2014; Try et al. 2018; Małajowicz et al. 2020). En 

revanche, Aguedo et al. (2002) indiquent dans son étude que la morphologie cellulaire n'affecte 

pas la production de γ-DL.  En revanche, la concentration et type du substrat lipidique dans le 

milieu affecte la croissance, la performance et la productivité des cellules (Alchihab et al. 

2010a, c; An et al. 2013; Braga et al. 2015b, a; Soares et al. 2017a). 

C.2.4. Impact des concentrations en huile de ricin  

Effet des concentrations en huile de ricin sur le comportement et les performances de Y. 

lipolytica. La figure 45 montre l'effet de la concentration d'huile de ricin sur la croissance de Y. 

lipolytica réalisée dans des flacons agités, car on peut distinguer les différents comportements 

de cette croissance de levure face à différents volumes de CO. En observant les courbes de 

croissance, au début de la biotransformation, Y. lipolytica n'a pas montré le même nombre de 

cellules aux cinq concentrations (Figure 42). La souche cultivée dans un milieu contenant de 

faibles concentrations d'huile de ricin (1 et 2%) a montré une augmentation similaire du nombre 

de cellules dans les premiers jours de fermentation, atteignant 0,3 après seulement 48 heures 

d'incubation, mais la croissance cellulaire a augmenté de manière significative avec 25 g/l de 

CO, le nombre de cellules atteignant 0,66 après 5 jours d'incubation.  



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

156 
 

En revanche, cette souche cultivée avec concentration 1, 6, 10 et 30 %(w/v) de  CO a 

montré un nombre de cellules généralement plus faible, inférieur à la population initiale de cette 

souche. Ainsi, les taux de croissance étaient inversement proportionnels aux concentrations 

élevées de dioxyde de carbone dans le milieu, mais après 120 heures d'incubation, les cellules 

ont montré une augmentation graduelle et limitée de la croissance cellulaire. Ce retard dans les 

taux de croissance au cours des premiers jours de la fermentation s'explique par le temps 

nécessaire aux cellules de levure pour se remettre des concentrations élevées de CO (c'est-à-

dire de la toxicité de l'acide ricinoléique) et des acides gras. D'après Lin et al. (1996); Aguedo 

et al. (2003), les acides gras présentent des activités anti-fongicides et conviennent également. 

De plus, la concentration élevée de CO dans le milieu n'a pas seulement affecté le taux de 

croissance des cellules, mais aussi la production de composés aromatiques. Ce qui peut 

également être lié à l'activité de la lipase extracellulaire (production de lipase de faible 

puissance) qui à son tour hydrolyse l'huile de ricin pour libérer l'acide ricinoléique présent dans 

l'huile, produisant ainsi un arôme de type lactones (Maume and Cheetham 1991; Gomes et al. 

2013; Soares et al. 2017a). En outre, la baisse de la croissance et des rendements était peut-être 

due aux conditions de culture utilisées, c'est-à-dire à une disponibilité insuffisante d'oxygène 

dans le milieu, car on a observé qu'il y avait une couche d'huile à la surface, ce qui pouvait 

empêcher l'oxygène d'atteindre les cellules. Selon ces résultats, la souche de levure utilisée dans 

cette étude a montré que le taux de croissance et les stades de croissance différaient avec la 

concentration du substrat. De même, la production de γ-DL était liée à la croissance des cellules 

et à ses phases. Ainsi, parmi les possibilités évaluées, l'utilisation du CO comme substrat avec 

un volume de 1 et 2% était la meilleure pour la croissance et la performance de cette réaction, 

ainsi, le rendement était inversement proportionnel à la concentration en huile de ricin dans le 

milieu (Figure 46). 
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Figure 42 : Evolution de la croissance cellulaire dans le milieu de bioconversion de Y. lipolytica 

lors de la culture en flacons sur des volumes de concentration d'huile de ricin différents. 

En dehors de la période d'incubation et du délai, ces résultats ont montré que cette souche 

est résistante c'est-à-dire qu'elle a été capable de se développer dans différents volumes de CO, 

ce qui signifie qu'elle a un comportement spécifique vis-à-vis de chaque concentration dans le 

milieu de conversion. Par conséquent, elle peut être cultivée dans des concentrations élevées de 

CO avec une amélioration des conditions de fermentation telles que le taux de transfert 

d'oxygène. García et al. (2009), Try et al. (2018) ont indiqué que la disponibilité de l'oxygène 

dans le milieu de bioconversion est le principal facteur conduisant à l'étendue de l'oxydation 

dans la production de lactones. De même, l'agitation, le pH, la T°, la forme de culture, la 

disposition du substrat et le temps de culture ont également un effet sur la croissance et la 

productivité (Alchihab et al. 2009, 2010a, c; Waché 2013; Braga et al. 2015b; de Andrade et al. 

2017; Małajowicz et al. 2020). Ces résultats sont quelque peu similaires à ceux de (Maume and 

Cheetham 1991; Endrizzi et al. 1996; Lin et al. 1996; Alchihab et al. 2009; Gomes et al. 2013) 

qui notent qu'avec de fortes concentrations lipidiques d'huile de ricin ou de méthylricinol, cela 

réduit la production d'odeur produite par certaines levures. Cependant, nos résultats étaient en 

contradiction avec d'autres études qui ont trouvé que la production d'arôme se produit plus élevé 

à des concentrations plus élevées du substrat lipidique (Gomes et al., 2013 ; Braga and Belo 

2016 ; Braga et al., 2015, Andrade et al., 2017). Ainsi, cette différence dans la littérature 
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concernant la meilleure concentration d'huile de ricin pour produire γ-DL peut être attribuée 

peut être liée aux facteurs ci-dessus. 

C.3. Expériences et extraction de lactone 

Jusqu'à présent, parmi les possibilités évaluées dans notre expérience en fiole et en 

bioréacteur (détails au-dessus), l’utilisation du d'huile de ricin comme substrat avec une 

concentration de 1 et 2.5 % en fiole a été la meilleure pour la croissance et la performance de 

cette réaction (dont l’arôme fruité était active dans le milieu de biotransformation). Sur cette 

base, l’arôme fruité a été extrait, extraction de γ-décalactone a été par deux méthodes : micro-

ondes clevenger rapide et liquide/liquide par solvant (Ether diéthylique et chloroforme et ethyl 

acetat). Jusqu'à présent, parmi les possibilités évaluées dans notre expérience d'extraction 

arome, l'extraction liquide/liquide via le solvant acétate d'éthyle a été la meilleure. 

C.4.Production de gamma décalactone (γ-DL) 

Puisque la synthèse de γ-DL est liée à la phase de croissance du microorganisme. Jusqu'à 

présent, les résultats obtenus lors de l'analyse du comportement et des performances de la 

souche dans la première partie (résultats et discussion) ont montré qu'une concentration d'huile 

de ricin de 25 g/L était la condition la plus adéquate pour la production de γ-DL dans des 

cultures en batch. De plus, la production maximale de γ-DL dans cette culture s'est très 

probablement produite à la dernière phase de croissance exponentielle et au début de la phase 

stationnaire avec des formes allongées présentes dans les flacons agités. Ainsi, à ce moment-là, 

le processus de fermentation s'est arrêté, puis les lactones produites ont été extraites, car après 

ce point, le processus de mort cellulaire lente a commencé avec un arôme diminué des lactones 

produites. Ainsi, le profil de production de γ-DL d'une souche était de 0.22 g/L avec (10 g 

d'huile de ricin). Une réelle augmentation par rapport au taux de production d'odeur a également 

été obtenue avec le premier concentré, qui a été capable de produire jusqu'à 1.34 g/L - environ 

deux fois la production de la souche KKP 379 (Krzyczkowska, 2012), tandis qu'il était environ 

deux trois plus qu'avec la souche CCMA 0242 (Andrade et al., 2017), et plus qu'avec les 

souches utilisées par Khattab et al. (2012) et  Moradi et al., (2016). En tenant compte des 

différences entre les souches et les conditions de culture, nos résultats sont très prometteurs en 

utilisant cette souche de levure génétiquement modifiée dans le milieu de transformation (huile 

de ricin). Selon les résultats mentionnés dans la littérature, la production de γ-DL avec CO varie 

de 0,4 à 12,5 g / L selon l'espèce (Soares et al., 2017). 
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En revanche, nous avons également effectué une comparaison supplémentaire pour la 

performance et sa production de la souche de levure aérobie dans le bioréacteur pendant la 

biotransformation par Y. lipolytica avec les fioles en fonction du comportement de la souche 

dans les médias.  

Malgré l'accélération de la croissance dans le bioréacteur et la dispersion évidente de la 

phase lipidique qui est attribuée à une augmentation de la surface de contact du substrat avec 

l'enzyme et donc à la dégradation d'un substrat hydrophobe et à la croissance cellulaire, ce qui 

conduit finalement à la production d'arôme par les cellules des micro-organismes. Cependant, 

elle n'était pas liée à la formation de la réaction conduisant à la synthèse de γ-DL, car il n'y avait 

pas de production d'arôme dans le milieu. Selon les recherches de Andrade et al en 2017 sur la 

production de γ-DL par des souches de levure dans différentes conditions, la fermentation dans 

un bioréacteur et les taux d'agitation plus élevés qui y sont associés peuvent provoquer des 

changements métaboliques dans la levure et donc des changements dans la morphologie et le 

métabolisme des cellules. De même, les recherches de Małajowicz et al.  (2020) sur la 

biosynthèse de γ-DL par la levure Yarrowia lipolytica en cultures discontinues confirment que 

l'aération et le mélange intensif du milieu de biotransformation dans le bioréacteur ne facilitent 

pas la synthèse efficace de γ-DL. Un résultat similaire a été obtenu dans nos expériences, on 

suppose qu'une telle différence dans la performance et sa production entre les bioréacteurs et 

les flacons peut revenir aux conditions de culture. Principalement, l'aération élevée des milieux 

avec un mélange intensif utilisé dans notre étude dans le bioréacteur a eu un effet négatif sur la 

synthèse de γ-DL. Selon Gomes et al. (2007) et Andrade et al. (2017) l'oxygène est un facteur 

intervenant dans la voie métabolique de la b-oxydation et participe également aux réactions 

biologiques de production et de ré-consommation de γ-DL, mais trop de O2 peut inhiber la 

synthèse et affecter négativement la production de γ-DL (Aguedo et al., 2005), c'est-à-dire qu'il 

peut éviter la formation de γ-DL ou la suppression de l'arôme après sa production. Parallèlement 

aux niveaux élevés d'oxygène dans le milieu de biotransformation, Aguedo (2004) a également 

signalé que l'environnement redox global peut influencer l'étape cruciale menant à la formation 

d'autres C10-lactones à partir de l'acide 4-hydroxydécanoïque, le précurseur direct du γ-DL. En 

conséquence, les rapports précédents de Aguedo et al. (2005), Garcia et al. (2007), ont indiqué 

que sous une faible aération, la concentration de γ-DL est beaucoup plus élevée que dans les 

milieux avec une aération intensive, ce qui a favorisé l'accumulation de 3-hydroxy-γ-

décalactone et de composés décénolides (dec-2-en-4-olide et dec-3-en-4-olide) dans la voie 

métabolique (García et al. 2007, 2009; Romero-Guido et al. 2011b; Try et al. 2018) 
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Par conséquent, nous supposons que le taux d'aération et d'agitation est une étape 

essentielle dans toute installation de biotechnologie qui conduirait à une amélioration du 

processus de biotransformation et donc l'accumulation du produit désiré ainsi que de réduire 

d'autres produits potentiels dans le milieu de biotransformation. 

C.5.Identification de la γ-Décalactone 

Yarrowia lipolityca était un bon producteur potentiel de γ-DL. En bref, le processus 

implique une hydrolyse du CO par les lipases pour donner de l'acide ricinoléique libre, 

l'absorption de l'acide par les cellules et la fermentation aérobie pour réaliser une oxydation B 

abrégée de l'acide ricinoléique (acide 12-hydroxyoctadec-9-énoïque) en acide 4-

hydroxydécanoïque (4HDA), lactonisation de l'acide en γ-DL, suivie d'une extraction par 

solvant et de sa purification. Après cela, les extraits concentrés ont été soumis à l'analyse, ils 

ont été identifiés par GC-MS. Des concentrations en γ-DL de 460 mg.L-1 ont été obtenues après 

5 jours à partir de milieux de fermentation contenant 25 g/L d'huile de ricin(Figure 43). Ainsi, 

le milieu de biotransformation de la souche y. lipolityca contenait un fort arôme fruité 

principalement dû aux lactones produites (γ-DL), ce qui a été déterminé par GC-MS en 

comparant les données de rétention et les odeurs avec celles des échantillons authentiques. On 

peut certainement dire que la γ-DL est la plus abondante et qu'elle est également responsable 

de l'arôme prédominant qui ressemble à celui des pêches. 



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

161 
 

 

Figure 43 : Chromatogramme obtenu avec la souche Y.lipolytica de culture à 29 ± 1°C sur huile 

de ricin. Le temps est exprimé en minute. 

C.6.Intermédiaires de la bioconversion à γ-DL 

Yarrowia lipolytica testée dans un milieu constitué de 2 % de peptone et 2,5% d'huile de 

ricin à 29 ± 1°C. Yarrowia lipolityca était un bon producteur potentiel de γ-DL. En bref, le 

processus implique une hydrolyse du Huile de ricin médiée par les lipases pour donner de l'acide 

ricinoléique libre, l'absorption de l'acide par les cellules et la fermentation aérobie pour réaliser 

une oxydation B abrégée de l'acide ricinoléique (acide 12-hydroxyoctadec-9-énoïque) en acide 

4-hydroxydécanoïque (4HDA), lactonisation de l'acide en γ-DL  

 

C.6.1.Mise en évidence de la présence de précurseurs d’arômes 

 Jusqu'à présent, l'acide ricinoléique (12-hydroxy-C18:1), le constituant principal de 

l'huile de ricin était métabolisé de manière particulière (montreé ci-desus), ce qui donnait au 

final un arôme fruité γ-Décalactone( Figure 48 ) à la fin du cinquième jour , à ce moment de la 

fermentation, par GC-MS les «intermédiaires métaboliques» : 12 acides hydroxy -9-
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octadécénoïque, 10-hydroxy-7-hexadécénoïque, 4-hydroxy décanoïque et 2-hydroxy 

octanoïque ont été détectés dans le milieu de culture (Figure 44). 

 

Figure 44: GC-MS des métabolites de l'acide ricinoléique produits par Yarrowia lipolytica. 

 

De plus, un pic notable (II) d'acide 9,12-octadécadiénoïque (Z, Z .) a été enregistré dans 

le milieu  de la biotransformation. Comme prévu,  Maume and Cheetham 1990, rapporté que 

Le processus implique l'hydrolyse de l'huile de ricin par la lipase pour donner de l'acide 

ricinoléique libre(le composent principal de l'huile de ricin, presque  90 %)  en un milieu de 

biotransformation. précisément, Les profils d'acides gras présents dans l'huile de ricin sont les 

acides oléique (3.0 %), stéarique(1.0 %),, palmitique(1.0 %),, linoléique(4.2 %), linolénique et 

entre autres. Parmi eux, l'acide ricinoléique, un acide gras monoinsaturé est l'acide dominant 

constituant environ 75 à 90 % de la composition totale de l'huile (Lin et al. 1996; Yeboah et al. 

2021), donc, leur présences au le milieu de biotransformation est normal. En le processus de 

bioconversion, comme le montre la figure 44, les concentrations d'acide ricinoléique ont 

diminué dans le milieu de culture dans lequel la levure a été cultivée après 120 heures, ce qui a 

conduit à l'apparition du métabolisme intermédiaires( Figure 44 : I, III, IV, V) à l'absorption de 

l'acide par les cellules et la fermentation aérobie pour obtenir une B-oxydation abrégée de 

l'acide ricinoléique (acide 1Zhydroxyoléique) en acide 4-hydroxydécanoïque (4HDA), puis 



RESULTATS ET DISCUSSION 

 

163 
 

lactonisation de l'acide en γ-DL. Alors que la concentration d'acide 9,12-octadécadiénoïque 

(précurseur de lactone pour former la delta-decalactone à partir d'acide linoléique (Figure 44 : 

II)) a été observée au milieu à ce point (pendant la période de culture de 120 heures au cours de 

laquelle le composé aromatisant a été produit d'acide ricinoléique).  

Ce résultat indique que Y.lipolytica est incapable de métaboliser complètement l'acide 

linoléique. Comme attendu, lors de l'étude du comportement de cette souche dans la première 

partie des résultats, une diminution du taux de croissance des cellules a été observée, car les 

cellules de levure apparaissaient dans le milieu dépendant de l'acide linoléique moins que la 

population d'origine du milieu de pré-culture. L'effet antimicrobien observé de l'acide linoléique 

était en accord avec les résultats de (Lin et al., 1996) qui ont montré un effet antimicrobien de 

l'acide linoléique sur Sporobolomyces  odorus. Selon Waché, (2013) et Braga et Belo, (2016), 

les levures sont d'excellents biocatalyseurs dans le domaine de la transformation des acides gras 

en acides dicarboxyliques et lactones. Concernant ce dernier Y. lipolytica a été capable 

d'hydrolyser l'huile de ricin en acide ricinoléique et de l'utiliser progressivement, car une 

concentration élevée de cet acide et aussi avec la présence d’une quantité insignifiant d’acide 

au milieu de la biotransformation a un effet inhibiteur sur la croissance des cellules de levure. 

Ainsi, la production de γ-DL peut être améliorée par la densité cellulaire, et, ajoute l'extrait de 

levure (comme sources d'azote pour augmenter la croissance cellulaire et la biotransformation), 

et aussi des cultures fed-batch, selon ce qui est mentionné dans la littérateur en Maume et 

Cheetham, (1991), Feron et al. (2006) et Moradi et al. (2013, 2016), La présence d'huile de ricin 

au début de la fermentation puis son ajout à un stade ultérieur pourraient augmenter le niveau 

de production de -décalactone par Y. lipolytica car la production de γ-décalactone nécessite une 

induction continue des voies de b-oxydation ou une absorption d'acides gras et les systèmes 

d’exportation. 

 

C.7.Conclusions 

En conclusion, nous pouvons dire que la bioproduction de l'arôme de type lactone γ-DL 

par Y. lipolytica était particulièrement adaptée à cette biotransformation, étant une souche de 

lipase de surexpression. Ainsi, dans les cinq jours de réaction, Y. lipolytica a réussi à bioconvertir 

l'huile de ricin (acide ricinoléique) en γ-DL, car ce dernier était le plus abondant et est également 

responsable de l'arôme prédominant qui ressemble à celui de la pêche selon le GC-MS. Par 

conséquent, cette souche peut être considérée comme une source alternative pour la production 
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de γ-DL. En revanche, le bioréacteur n'a pas été efficace pour la production de γ-DL ; de plus, 

la croissance cellulaire et la performance de la souche ont été affectées par une teneur élevée en 

huile de ricin dans le milieu des flacons agités. Ainsi, la tentative de faire progresser le processus 

nécessite d'améliorer les conditions de culture. Jusqu'à présent, nous avons émis l'hypothèse que 

l'aération et le taux d'agitation sont des points clés inhérents à tout environnement 

biotechnologique, et qu'un réglage fin de ces deux éléments (dans des flacons à haut CO, ou dans 

un bioréacteur) permettrait d'améliorer le processus de biotransformation, et par conséquent 

l'accumulation du produit souhaité. Dans les études ultérieures sur la synthèse biotechnologique 

du γ-DL, il est également nécessaire de vérifier en permanence la concentration de γ-DL dans le 

milieu et d'arrêter la biotransformation avant sa phase de dégradation.



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES



CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

 

164 
 

Conclusion 
 

Actuellement, avec le développement continu des économies et conséquemment à une 

limitation des ressource  naturelles et l'augmentation des niveaux moyens de consommation, 

une attention croissante est accordée à la santé physique et mentale des consommateurs. Dans 

ce contexte, la plupart des microorganismes, et particulièrement les levures, possèdent la 

capacité d’une assimilation large des substrats carbonés et assurant une production des produits 

bioloquies utiles et surs. 

Dans cette étudie, Y. lipolytica a été utilisé comme modèle pour l'accumulation de lipides 

et la production d'arôme. Pour pluparts les cultures, on peut dire que la bio production 

microbiennes par la levure Y. lipolytica  étaient particulièrement adaptées aux bioprocédés qui 

présentent un intérêt biotechnologie saine, économiques, industriel et environnemental 

important. 

Concernant  biotechnologies ,  la souche étudiée a montré une bonne bio activité dans le 

métabolisme des lipides, plus précisément, l'hydrolyse des huiles par ses enzymes  et 

l'accumulation de lipides intracellulaires, ainsi que la survie dans des conditions difficiles (avec 

des substrats de déchets complexes), une adhérence adéquate et raisonnable et la production de 

bioproduits utiles avec une valeur nutritionnelle élevée ont été réalisées  et surs. Un large 

éventail d'acides gras nutritionnels a été exploré et caractérisés en raison de leurs diverses 

activités bénéfiques, notamment les acides gras insaturés, ainsi que, gamma-décalactione, 

indiquant sa faisabilité, son aptitude aux processus de biotransformation. 

Économiquement, la levure Y. lipolytica pour produire des acides gras nutritionnels 

contourne les limitations traditionnelles de la synthèse chimique ou de l'extraction à partir 

d'animaux et de plantes et ainsi que réduction des coûts de fermentation grâce à l'utilisation de 

déchets ; car détourner l'utilisation de substrats tels que le sucre et l'acide oléique vers d'autres 

procédés industriels peut affecter le prix de marché des produits destinés à la consommation 

humaine. De ce fait, la biodégradabilité des déchets huileux par les levures en a fait un critère 

de conception critique en termes de coûts. En complément, l’hydrolyse des huiles en particuliers 

dans milieu de biotransformation en l’arôme prédominant qui ressemble à la pêche (gamma 

decalactone) par ses enzymes sans frais supplémentaires, qui rendent la levure précieuse sur le 

plan nutritionnel. 
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Au niveau de l'industrie et de l'environnement, la levure Y. lipolytica était 

particulièrement adaptée aux bioprocédés qui présentent un intérêt industriel et 

environnemental important. Compte tenu des attributs favorables de Y. lipolytica et des données 

de cette recherche, le potentiel de cette souche peut être exploité pour améliorer la production 

à l'échelle industrielle. Étant donné que la souche de cette étude a montré une bonne bio activité 

dans le métabolisme des lipides et amélioré les processus de fermentation en utilisant des 

substrats à faible coût tels que les huiles usées et leur bio remédiation, offrant une méthode 

durable, respectueuse de l'environnement et efficace pour la production industrielle. 

Par conséquent, la souche peut être considérée comme un catalyseur (bio) approprié pour 

ce type de bioprocédé et une source potentielle, utile à la « prochaine génération » de l'industrie 

des bioproduits microbiens. Elle pourrait donc également être considérée comme une levure 

oléagineuse prometteuse, un bon outil d'intégration dans des solutions de bio remédiation qui 

répondent aux exigences de l'économie circulaire et de la durabilité environnementale. 

 

Perspectives 

Les futures études visant à améliorer davantage et à élargir la production de bioproduits, 

et ainsi qu'à augmenter le niveau nutritionnel de la levure Y. lipolytica peuvent tirer parti de 

mécanismes métaboliques plus détaillés et de nombreux outils de recherche innovants, ce qui 

favorisera davantage la production commerciale de suppléments nutritionnels utilisant Y. 

lipolytica. Ce travail a soulevé plusieurs points qui mériteraient des études complémentaires et 

autres approches pour améliorer l'accumulation de l’acide gras and production d'arôme dans les 

levures.  

 Production de métabolites à valeur ajoutée par Y. lipolytica cultivée sur dechetes 

dans la mode de cultures en continu 

 Etudier le potentiel de production de γ-décalactone à partir de déchets comme 

substrat alternatif 

 Production de γ-décalactone par Y.lipolytica : étude des conditions expérimentales 

et optimisation du mode opératoire en bioréacteur 

 Construction de voies désaturase/élongase et PKS hétérologues.  

 Modification de la biosynthèse des acides gras par régulation combinée des gènes 

endogènes, inhibition des voies concurrentes et ingénierie de la voie d'édition des 

acyles.  
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 Différentes stratégies incluant l'expression multicopie, la régulation dynamique, la 

fusion de protéines et l'évolution dirigée. 

 Optimisation du processus de fermentation grâce à de conditions de culture et de 

méthodes de fermentation plus appropriées et selection nouvelles substrates ou/et 

intégrer un groupe de substrates dens une meme culture. En complement, essayer 

de faire avancer le processus nécessite d'améliorer les conditions de culture et type 

de fermentation. Jusqu'à présent, nous émettons l'hypothèse que type de 

fermentaion(discontinu) et le taux d'aération et d'agitation et la concentration des 

substrats, ainsi que la concentration des cellules, sont des points clés inhérents à 

l'environnement biotechnique, ainsi, Il est à considérer dans la méthode de cultures 

futuriste et à contrôler son (en flacons, ou dans un bioréacteur), serait amélioré le 

processus de biotransformation, et l'accumulation du produit désiré.
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Abstract 

In this study, Yarrowia lipolytica was used as a model for lipid accumulation and aroma 

production. The objective of our work was to study the behavior and performance of Y. lipolytica 

yeast on different substrates either hydrophobic or hydrophilic as carbon source, and to identify 

its products represented by lipids and accumulated gamma-decalactone aroma.The analysis of the 

cultures carried out allowed us to show that oily substrates are more efficient in the fermentation 

medium and thus to evolve the process towards controlled bioreactors. The results of the study 

showed the ability of the yeast to produce the aroma gamma decalactone of great importance for 

the food and pharmaceutical industries, in addition, a wide range of beneficial fatty acids was 

explored and characterized, especially unsaturated fatty acids, making the yeast nutritionally 

valuable.  At the same time, the Y. lipolytica yeast for producing aroma and nutritional fatty acids 

has bypassed the traditional limitations of extraction from animals and plants or chemical synthesis 

and as well as reduced fermentation costs through the use of waste substrates, offering a 

sustainable, environmentally friendly, and efficient method for industrial production. Therefore, 

the strain can be considered as a suitable (bio)catalyst for this type of bioprocess and a potential 

source, useful for the "next generation" of the microbial bioproducts industry. It could therefore 

also be considered as a promising oleaginous yeast, a good tool for integration into bio-remediation 

solutions that meet the requirements of the circular economy and environmental sustainability. 

Keywords: Yarrowia lipolytica, Lipid accumulation, Aroma production, Fatty acid, Gamma 

decalactone, Bioremediation. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

 

 

 الملخض

لتراكم الدهون وإنتاج الرائحة. كان الهدف من عملنا دراسة  كنموذج Yarrowia lipolytica استخدام تم  الدراسة،هذه  في

وتحديد منتجاتها التي تمثلها الدهون  للكربون،سلوك وأداء الخميره على ركائز مختلفة إما كارهة للماء أو محبة للماء كمصدر 

 رط التخملزيتية أكثر كفاءة في وسركائز اسمح لنا تحليل الثقافات التي تم إجراؤها بإظهار أن ال. ورائحة جاما ديكالاكتون المتراكم

على إنتاج رائحة    Y. lipolytica وبالتالي تطوير العملية نحو المفاعلات الحيوية الخاضعة للرقابة. أظهرت نتائج الدراسة قدرة 

ة من وعة واسعبالإضافة إلى استكشاف وتمييز مجم والصيدلانية،جاما ديكالكتون ذات الأهمية الكبيرة للصناعات الغذائية 

 نفسه،ذات قيمة غذائية. في الوقت  مما يجعل الخميرة المشبعة،وخاصة الأحماض الدهنية غير  المفيدة،الأحماض الدهنية 

لإنتاج الروائح والأحماض الدهنية الغذائية القيود التقليدية للاستخراج من الحيوانات والنباتات أو  Y. lipolytica تجاوزت 

للبيئة  طريقة مستدامة وصديقةمما يوفر  النفايات،التخليق الكيميائي وكذلك خفض تكاليف التخمير من خلال استخدام ركائز 

 .وفعالة للإنتاج الصناعي

مفيداً "للجيل  محتملاً،محفزًا )حيويًا( مناسبًا لهذا النوع من العمليات الحيوية ومصدرًا   Y.  lipolytica يمكن اعتبار  لذلك،

في  وأداة جيدة للاندماج واعدة،خميرة زيتية  أيضًااعتبارالسلاله ية الميكروبية. لذلك يمكن القادم" من صناعة المنتجات الحيو

 .حلول المعالجة الحيوية التي تلبي متطلبات الاقتصاد الدائري والاستدامة البيئية

، تراكم الدهون ، إنتاج النكهة ، الأحماض الدهنية ، جاما ديكالاكتون ، المعالجة  Yarrowia lipolytica   الكلمات المفتاحية:

 .الحيوية
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Intitulé : Etude et caractérisation des lipides et  γ-décalactone accumulés par la levure 

oléagineuse Yarrowia lipolytica 

 

RESUME 

 

Dans cette étudie, Yarrowia lipolytica a été utilisé comme modèle pour l'accumulation de 

lipides et la production d'arôme. L’objectif de notre travail était d’étudier les comportements et 

performances de la levure Y. lipolytica sur différent les substrats soit hydrophobes ou hydrophilees 

comme source de carbone, et d'identifier ses produits représentés par les lipides et l'arome de 

gamma-decalactone accumuléé. L'analyse des cultures réalisées nous a permis de montrer que les 

substrats huileux sont plus performants en milieu de fermentation et donc de faire évoluer le 

procédé vers des bioréacteurs contrôlés. Les résultats de l'étude ont montré la capacité de la levur 

à produirs l'arome gamma decalactone de grande importance pour les industries alimentaires et 

pharmaceutiques, en complement, Un large éventail d'acides gras bénéfiques a été exploré et 

caractérisés, notamment les aides gras insaturés, rendant la levure précieuse sur le plan nutritionnel.  

Au même temps, la levure Y. lipolytica pour produire d'arome et des acides gras nutritionnels a 

contourne les limitations traditionnelles de l'extraction à partir d'animaux et de plantes ou de la 

synthèse chimique et ainsi que réduction des coûts de fermentation grâce à l'utilisation de déchets, 

offrant une méthode durable, respectueuse de l'environnement et efficace pour la production 

industrielle. Par conséquent, la souche peut être considérée comme un catalyseur (bio) approprié 

pour ce type de bioprocédé et une source potentielle, utile à la « prochaine génération » de 

l'industrie des bioproduits microbiens. Elle pourrait donc également être considérée comme une 

levure oléagineuse prometteuse, un bon outil d'intégration dans des solutions de bio remédiation 

qui répondent aux exigences de l'économie circulaire et de la durabilité environnementale. 

 

Mots clés : Yarrowia  lipolytica,  Accumulation  lipidique,  Production d’arôme,  Acide  gras,  

Gama decalactone, Bioremediation. 

 

 




