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Résumé

L’objectif de cette étude est la production de la lipase par fermentation en batch agités
en utilisant la souche microbienne Bacillus.subtilis.

Le test de mise en évidence sur milieu solide donnant une zone claire autour des
colonies, suite a I’hydrolyse d’un acide gras, a montré la production de la lipase par le
Bacillus.subtilis

Les effets des composés du milieu et des agents physico-chimiques tels que la
température et le pH ont été étudiés.

Le glucose, et le chlorure d’ammonium se sont averé les meilleures sources de
carbone et d’azote respectivement pour 1’obtention du meilleur rendement en lipase.
Le pH neutre (7), la température 37 °C la vitesse d’agitation 150rpm, la durée
d’incubation de 48h sont les meilleures conditions de production de I’enzyme.

Enfin, un protocole de séparation et de purification de I’enzyme a été établi.

Mots clés : lipase, production, fermentation, Bacillus.subtilis, optimisation

Abstract

The objective of this study is the production of lipase by agitated batch fermentation
using microbial strain Bacillus.subtilis.

The emphasis on solid medium test giving a clear zone around the colonies due to the
hydrolysis of a fatty acid, showing the production of lipase by the Bacillus.subtilis
The effects of the compounds of the medium and physico-chemical agents such as pH
and temperature were studied.

Glucose and ammonium chloride were found to the best sources of carbon and
nitrogen respectively to obtain the best performance in lipase production.

Neutral pH (7), under temperature of 37 ° C and 150rpm magnetic agitation for 48 h
of incubation time were the best conditions for enzyme production.

Finally, a protocol of separation and purification of the enzyme was established.

Key words: lipase, production, fermentation, Bacillus.subtilis, optimization
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INTRODUCTION

Les enzymes sont des catalyseurs biologiques hautement spécifiques qui
accélérent les réactions de synthése chimique en abaissant leurs énergies d’activation.
Contrairement aux catalyseurs chimiques, elles fonctionnent sous des conditions
modérées de température et de pH en milieu aqueux ou organique. Leur présence fait
aussi limiter 1’utilisation excessive de produits chimiques et des solvants. Par ailleurs,
les réactions secondaires parasites donnant des sous-produits indésirables seront
évitees du fait de leur sélectivité élevée.

En conséquence, tout procédé remplacant les substances chimiques par des
enzymes est un procédé moins polluant, plus respectueux de 1’environnement et
moins onéreux. Les enzymes sont pour cela de plus en plus importantes dans le
développement industriel durable.

L’utilisation d’enzymes (isolées ou sous forme de cellules mortes) est d’une
grande importance non seulement dans 1’industrie alimentaire mais également dans
la production de substances chimiques, dans les systémes analytiques et de diagnostic,
dans le traitement des maladies. Elles occupent une place importante dans 1’industrie
émergente des technologies propres, appelées encore technologie « verte ».

L’utilisation des enzymes dans tous ces domaines a ét¢ rendue possible
grace aux meilleures connaissances de la fonction des enzymes dans les systemes
métaboliques des étres vivants, de la structure des enzymes et par-dessus tout grace a
la possibilité d’obtenir des enzymes de synthése via la manipulation génétique des
microorganismes. Ces facteurs ont fait que de nombreuses entreprises sont
spécialisées dans la production a grande échelle d’enzymes d’origine microbienne.

Les lipases sont des enzymes capables de catalyser 1’hydrolyse des esters
glycéridiques en milieu aqueux et la synthése d’esters en milieu non-aqueux. Elles

sont de ce fait capables de catalyser un grand nombre de réactions d’intérét industriel.

Les lipases appartiennent & la famille des hydrolases d'esters
carboxyliques. Le role physiologique des lipases est d'hydrolyser les triglycérides en
diglycérides, monoglycérides, acides gras et glycérol. Ces enzymes, présentes chez
tous les organismes vivants, jouent un rdle clé dans la biochimie des lipides. Les
lipases ont egalement la capacité de realiser des réactions de synthese telles que
I'estérification (réaction entre un acide et un alcool), la transestérification (ester et

alcool) et l'interestérification (ester et ester) ainsi que dans des réactions de transfert
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du groupement acétyle d'un ester sur d'autres nucléophiles tels que des amines ou des
thiols.

Les lipases sont largement répandues dans la nature ou elles ont un role
physiologique important dans le métabolisme des graisses. On les retrouve aussi bien
dans le régne végétal, chez les invertébrés et les vertébrés mais également chez de

nombreux micro-organismes, principalement sous forme de protéines extracellulaires.

Elles sont largement répandues chez les bactéries, les levures et les
champignons filamenteux. Elles sont aussi bien produites chez les bactéries Gram +
telles que celles des genres Bacillus et Staphylococcus que par des bactéries Gram —
telles que Pseudomonas. Elles sont également largement répandues chez les levures
du genre Candida ou Geotrichum ainsi que chez les champignons filamenteux tels
que Rhizopus ou Thermomyces.

L’intérét des lipases microbiennes n'a cessé de s'accroitre au cours des
25 derniéres années, principalement en raison du grand nombre d'applications qu'elles
offrent dans des domaines trés variés. Les lipases microbiennes présentent comme
avantages d'une part, d'avoir des procédés de fabrication relativement simples
comparés aux lipases d'origine animale et d'autre part, d'avoir une plus grande
stabilité vis-a-vis de la température, des détergents et des enzymes protéolytiques. Ces
caractéristiques ont permis le développement de nombreuses applications pour les

lipases microbiennes qui ont abouti a de nombreux produits commerciaux.

La demande pour les enzymes industrielles, en particulier d'origine
microbienne, est de plus en plus du fait de leurs applications dans une grande variété
de processus.

L'intérét pour la production de lipase microbienne a augmenté au cours des
derniéres décennies, en raison de son grand potentiel dans les applications
industrielles.

Les lipases sont obtenues a partir de nombreuses sources cependant, la
plupart des sources appropriées pour la production de lipase sont des microbes.

Ces micro-organismes peuvent produire des lipases de haute qualité au
moindre codt et en un temps modéré.

Afin d'obtenir les rendements les plus éleves de la lipase, les conditions de

croissance optimales devraient alors étre considérées. La production de lipase dépend
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d'un certain nombre de facteurs, notamment des sources carbone et des sources

d'azote, le pH, la température, I’aération et la taille d’inoculum.

L’objectif de notre travail consiste & la production de la lipase par 1’espece

Bacillus.subtilis et la détermination des conditions optimales de la production de

I’enzyme dans des cultures liquide en batch agités.

Pour cela, le présent manuscrit décrivant les étapes de 1’é¢tude sera composé

de deux parties :

1. Une partie bibliographique ou sont présentées des notions sur :

Les enzymes : généralités sur les enzymes, mécanismes d’action, application
des enzymes dans I’industrie...
Les lipases : généralités sur les lipases, origines et classification, leurs
applications dans 1’industrie...
Les lipases microbiennes : les microorganismes productrices, 1’optimisation

de la production....

2. Une partie expérimentale ayant pour objectif 1’étude de la production de la lipase

par Bacillus.subtilis. La stratégie expérimentale est menée en trois étapes essentielles :

La premiére étape est consacrée essentiellement a la mise en évidence de la
lipase avec des tests qui montrent que cette bactérie est une productrice de
cette enzyme.

Dans la deuxieme étape, des essais d’optimisation de la production, c’est
I’étude de I’effet des conditions physico-chimiques (température, PH, vitesse
d’agitation, durée d’incubation...), et ’effet des composées du milieu (source
de carbone, source d’azote...)

Dans la troisiéme étape on s’intéresse a la précipitation et la purification de

I’enzyme
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INTRODUCTION :

L’objectif de cette étude était la production de la lipase par Bacillus subtilis
et 1’optimisation des conditions de croissance qui permettant 1’obtention d’un

rendement maximale en enzyme.

Pour cela, la stratégie expérimentale adoptée consiste a étudier 1’effet d’un
seul facteur a la fois, déterminer la valeur optimale et fixer celle ci comme valeur pour
la suite de 1’étude. La production de la lipase sera suivie a travers la mesure de son
activité dans le milieu en se basant sur une réaction caractéristique qui est I’hydrolyse
d’un lipide (triglycérides).

En détail, on pourra décomposer I’étude en différentes parties :

% La premiére partie consiste a la mise en évidence de la lipase produit par une

souche microbienne qui nommé Bacillus subtilis

% Dans la deuxieme partie, les effets de certains paramétres physico-chimiques
sur la production de la lipase seront étudiés. Elle présente une étape
primordiale dans notre étude, 1’optimisation des conditions de culture (source
de carbone, source d’azote, le pH, la température, la durée d’incubation, la
vitesse d’agitation) qui permet d’obtenir une quantité maximale de lipase.

% La troisiéme partie s’intéresse essentiellement a la purification de la lipase

L)

produite par une méthode simple ou la sensibilité de I’enzyme, et la facilité

de la procédure doivent étre pris en considération.
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1VV. Matériels et méthode :
1V.1.Produits utilisés :

Les principaux Produits utilisés sont détaillé ci-dessous.

1V.1.1 : Substrat : Huile d’olive commerciale (source de triglycérides)

IV.1.2 : Gomme arabique :

Utilisée comme agent émulsifiant. Poudre de couleur jaune péle a jaune

brunétre et inodore.

IV.1.3 : Autres réactifs purs:

+«+ Chlorure de calcium (CaCl2) ;
Ethanol ;

R/
L X4

*
°e

Acétone ;

*
°e

Acide oléique ;

IVV.2.Mateériels biologique utilisés :

Bacillus subtilis (ATCC 6633) lyophilisée est utilisée dans cette étude.

Fig. V.1 : Bacillus subtilis (ATCC 6633) sous forme lyophilisée.

E
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1V.3. Solutions:

Nous avons utilise les solutions suivantes ;
» Solution tampon phosphate (0.2M) de pH=7.
» Solution d’hydroxyde de sodium de (0.02M).
» Solution d’hydroxyde de sodium de (0.2M) .

IVV.3.1: Préparation de tampon phosphate (0.2M) de pH=7.

1. Dissoudre 13.6g de phosphate monobasique (KH,PO,) dans une fiole gaugé
de 500 ml et complété avec de 1’eau distillé jusqu’au trait.

Laisser sous agitation jusqu'a la dissolution compléte du solide.

Transférer de cette dernier 25 ml dans une fiole jauge de 1 I.

Ajouter 145.5 ml de NaOH (0.2N).

Ajouter 500 ml d’eau distillé.

Corriger le PH a 7 avec NaOH (0.1N).

N o a k~ DN

Compléter le volume avec de I’eau distillé jusqu'a trait.

IV.3.2: Préparation de solution d’hydroxyde de sodium de (0.2N).

1. Dissoudre 4 g de NaOH dans 250ml d’eau distillé.

2. Complété le volume jusqu'a 500 ml dans un ballon volumétrique.

V.3 .3 : Préparation de solution d’hydroxyde de sodium de (0.02N).

1. Dissoudre 0.8 g de NaOH dans 250 ml d’cau distillé.

2. Compléter le volume a 500ml.

IV.3.4 : Préparation d’émulsion d’huile d’olive dans la gomme arabique :

Dans un bécher d’un litre, on porte a 1’ébullition 1L d’eau distillé. Sous
agitation, 20g de la gomme arabique.

Quand la gomme arabique est dispersée, la solution est laissée sous
agitation dans un cristallisoir remplie de glace jusqu’a ce que la solution soit

clarifiée.

N1
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L’émulsion d’huile d’olive est préparée a I’aide d’un homogénéiseur par
I’ajout d’huile d’olive (tout dépend la concentration en substrat désirée) dans la
solution de la gomme arabique, le mélange est agité 4 fois 1 minute en s’arrétant
30 secondes entre deux agitations successives pour éviter 1’échauffement de

I’émulsion.

1VV.4. Cultures microbiennes utilisés:
1VV.4.1. Milieux de culture :

a). Milieu d’enrichissement solide [174] :

Le milieu contient (g/l) :

» Peptone =10;

» NaCl=5;

» CaCl,.2H,0=0.1;
» Agar =20.

b). Milieu de production [175] :

Les etudes d’optimisation sont réalisees sur ce milieu de croissance et de

production de la lipase par Bacillus subtilis.
Un litre de ce milieu de culture est constitué en (g/l) :

» NaHPO,4.2H,0 =7 ;
K;HPO, =3 ;
NH,Cl=1;
NaCl=05;
Glucose = 4;
MgS04=0.25;
CaCl, =0.02.
Le pH de milieu est ajusté a 8 avec du NaOH 2N avant I’autoclavage 15 min a
120 °C.

YV V. V V VYV V
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1VV.4.2.Conditions de culture :

1VV.4.2.1. Conservation de la souche :

La souche est stockée sous forme de spores, conservées a +4 °C. Le stock de

spores (banque de travail) est réalisé suivant le protocole décrit ci-dessous.

1VV.4.2.2. Culture meére :

Une culture liquide en milieu d’enrichissement [174] de 100 ml est réalisée
dans un Erlenmeyer de 250 ml.

Cette culture liquide est ensemencée dans des conditions aseptiques a partir
de spores de Bacillus subtilis obtenues sur gélose inclinée a I’aide d’une anse de
platine. Elle est incubée 48 h a 30 °C sous une agitation de 150 RPM.

1V.4.2.3. Production de spores (Pré-culture sur milieu solide):

Des boites de Pétri contenant 30 ml de milieu de dépistage solide sont
ensemencées avec la culture mere. Aprés étalement de I’inoculum sur le milieu

solide, les cultures solides sont incubées pendant 48H a 30 °C.

1V.4.2.4. Pré-culture liquide :

Les pré-cultures liquides sont réalisées dans des erlenmeyers de 250 ml
contenant 100 ml de milieu d’enrichissement liquide.

Chaque erlenmeyer est ensemenceé avec les spores récupérées a partir d’une
Pré-culture sur milieu solide a I’aide d’une anse de platine. Les erlenmeyers sont
incubés a 30 °C et sous une agitation de 150 RPM pendant 48 h.

1V.4.2.5. Cultures :

Des erlenmeyers de 250 ml contenant  milieu de production [175] sont
ensemencés avec un volume de pré-culture égal a 5 % du volume utile (volume de
milieu). Les cultures sont incubées a 30 °C sous une agitation de 180RPM. Lors de la
production de lipase et des études d’optimisation, le volume utile de culture dans
chaque erlenmeyer est de 100 ml. Lors de la production de biomasse nécessaire a la
purification de lipase, le volume utile de culture dans chaque erlenmeyer est de
150 ml.
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1V.4.2.6.séparation de lipase :

% Le bouillon de culture a été centrifugé a 1’aide d’une centrifugeuse a 5000
RPM pendant 20min afin de précipiter la biomasse produite.
% Le surnageant clarifié contenant la lipase extracellulaire a été utilisé pour

I’estimation de I’activité de la lipase.

IVV.5. Mise en évidence de la lipase:

IV.5.1. Principe :

Les lipases sont des enzymes constitutives, exocellulaires, capables
d’hydrolyser les lipides. Elles sont recherchées en choisissant un triacylglycérol
comme substrat: le Tween 80, le tributyrate de glycérol (ou tributyrine), le
Tween60...etc. Mais dans notre travail nous avons utilisé le réactif disponible qui est

le Tween 80.

Les lipases hydrolysent les triacylglycérols selon la réaction suivant :

triacylglycérol = > acides gras + glycérol
Insolubles

insolubles Lipase I:I-_->
zone

d’opacité floue

La réaction est détectée selon deux principes :
e L’acide gras produit est détecté grace a un indicateur de pH (rouge de phénol
en general)
Ou

e Apparition d’une zone claire autour des colonies cultivées sur milieu solide

contenant le tween 80.

&
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IV.5.2. Technique :

@ Mise en évidence des lipases :
a). préparation de milieu d’enrichissement :
Mode opératoire :

Mettre 10g de peptone dans 1L d’eau distillée ;
Ajouter 5g de NaCl ;

Ajouter 0.1g de CaCl,.2H,0 ;

Mettre le milieu sous agitation ;

Le pH de milieu est ajusté & 7 avec du NaOH (2N) ;

o a0~ w e

Aprés chauffage du milieu, on ajoute 1’agar avec agitation jusqu'a la

dissolution totale ;

7. Verser le milieu dans des erlenmeyers de 250 ml ;

8. Stériliser le milieu et le tween 80 séparément a 1’aide de I’autoclave a 121°c
pendant 15min ;

9. Apres la stérilisation émulsionné le substrat mécaniquement (de 1%) dans le

milieu préparée et versé dans des boites de Pétri ;

10. Laisser le milieu sécher a la température ambiante pendant 30 min.

b). Détection de I’activité lipasique:

» Ensemencer le milieu par un spot de 3 & 5 mm de diamétre, a l'aide de I'anse
de platine chargée de culture. (Fig. 1V.2) ;
> Incuber a 30°C pendant 72 heures en position retournée ;

» Examen de I’apparence des colonies.

&
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Fig. V.2 : Milieu ensemencé par la méthode de spot.

C) Résultat obtenu :

Apparition d’une zone claire sur le milieu ensemencé due a la formation de
halos clairs autour les colonies cultivées sur le milieu contenant de tween 80 en raison
de la dégradation du substrat (hydrolyse), ce qui indique I’activité lipolytique. (Fig.

IV.4). Donc le test lipase s’est avéré positif (+).

Fig. 1V.3: milieu sans tween80 Fig. IV.4 : milieu avec tween80
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IV.6. Méthodes analytiques :

2 ml de milieu sont réguliérement prélevés au cours des cultures de Bacillus
subtilis pour réaliser le suivi de la biomasse et de la production de lipase. La biomasse
est déterminée par la mesure du poids sec et les lipases sont quantifiées dans le

surnageant de culture par la méthode de dosage titrimétrique.

IV.6. 1. Quantification de la biomasse: mesure du poids sec :
Les étapes suivies pour la détermination de la biomasse séche sont les suivantes :
1. Des papiers aluminium sont pesés (Pi).
2. 2 ml de culture (Vp) sont versé ensuite sur le papier aluminium pré-pesés.
3. Les papiers aluminium pré-pesés contenant la culture sont séchés a 105 °C
pendant 2h, et pesés (Pf).

Le poids secs est déterminé suivant I’Equation(1). Le résultat est exprimé en g L™

Matiére Séche (g. L= {Pf(Q)- Pi(@)}/ VP(D)...evvevennn.... (1)

ou:
«» Pi: poids initial ;
% Pf: poids final ;

% Vp : volume du prélévement.

IV.6. 2. Quantification de la lipase microbienne produite par Bacillus subtilis.

m Test d’activité lipasique :
L’estimation de l'activité lipasique se fait par titrage de I'acide gras libéré de 1’huile
d'olive avec une base (NaOH) [176].

Pour détecter I'activité de la lipase produite par Bacillus subtilis, le mélange
réactionnel contenant :
» 5ml d’émulsion d’huile d'olive dans la gomme arabique.
» 4 mlde 0,2 M de tampon phosphate de PH =7.
> 1mlde (0.11) M de CaCl,.
>

1 ml de solution enzymatique.
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Aprés l'incubation a 30°c pendant 30 min, l'activité enzymatique a été arrétée par
addition de 5 ml d'éthanol acétone (1: 1) le mélange et libéré en acides gras libres

a été titrée par NaOH de 0.02M a I'aide de phénolphtaléine comme indicateur.

1V.6. 3. Calcul de activité enzymatique :

Une unité enzymatique est definie comme I’activité enzymatique produisant

1 umol de lipase par minute.

A partir des volumes de NaOH obtenues nous avons calculé I’activité lipasique :

NNaOHVNaOH:NZVZ ...................... (1)
Nnaon : hormalité de NaOH (0.02M)
N, : normalité de 1’émulsion test.

AVnaon - Volume de NaOH prenant en compte le volume de titrage obtenu avec le test
témoin (sans enzyme), c'est-a-dire ’acidité libre naturelle.

D’ou : AVnaon = V (essai)-V (témoin)

V,: volume de I’émulsion (huile, émulsifiant, huile d’olive, enzyme, solution de stoppage)
=21mL

A partir de 1I’équation (1), on obtient le nombre d’équivalent d’acide libre produit dans
I’émulsion : (NNaOH AVNaOH): N2 V2 .................... (2)

Donc a partir de 1’équation (2) et les données si dessus nous avons calculé 1’activité

lipasique contenue dans 1ml de culture a partir de 1’équation suivante:

Activité (umol/ml.min) = (Nnaon (mol/ml) AV yaon(mI)/ (durée de
réaction enzymatique (min)
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IV.7. Optimisation des conditions de culture.
a). sélection de la durée d’incubation :

Pour déterminer l'effet de la période d’incubation sur l'activité de lipase,

I’incubation a été effectuée a des temps différentes allant de 24H jusqu’a 72H.

+ Résultats et Discussion :

Les resultats obtenus sont représentée dans le tableau suivant.

Tableau. 1V.1: valeurs de I’activité enzymatique et de la biomasse seche pour
Différents durée d’incubation.

Durée d’incubation = Activité enzymatique

(heure) (umol/ml.min) Biomasse séche (g/l)
24 1.333 6.75
48 1.6 9
72 1.266 5.75

A partir des valeurs indiquées dans le tableau ci-dessus, nous avons obtenue la figure.

IV.5, qui représente 1’activité enzymatique et la biomasse séche en fonction de durée

d’incubation.
10 1,8
9 - 1,6
3 ! =
_ 14 E
= =)
3 L 12 T
2 6 z I Biomasse séche(g/1)
§ ] 1 =
()]
a - 08 L
c 4 g L Activité
§ 3 - 0,6 enzymatique(Ul/ml)
2 - B 0,4 g
i - - 0,2
0 n T T 0
24 48 72
I Durée d'incubation(heure) I

Fig. IV.5. Effet de la durée d’incubation sur la croissance bactérienne et sur la
production de la lipase (pH=8 ; T°=30; agitation=150rpm ; C=glucose ; N=NH,CI).
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D’aprés les résultats représentés sur la figure IV.6, il a été constaté que
l'activité de la lipase est appréciable des les premiéres 24 heures et atteint son

maximum apres 48 heures d’incubation et la valeur de la biomasse seche atteint 9 g/L.

Au-dela de 48h I’activité de lipase diminue légérement suite a 1’arrét de la
croissance bactérienne. Le résultat est similaire a celui trouvé par d’autres auteurs
utilisant 1’espéce Bacillus subtilis [177]. Cette durée optimale d'incubation est
inférieure a celles obtenues avec d’autres microorganismes tels que Rhodotorula

glutinis [178] Penicillium citrinium [179].

b). Effet d’agitation :

Pour déterminer l'effet d’agitation sur la production de lipase, I’incubation

fixée & 48 heures, la vitesse d’agitation a été variée de 150rpm jusqu’a 300rpm.

+ Résultats et Discussion

Le tableau ci-dessous représente les différentes valeurs d’activité et de

biomasse seche obtenues en fonction de la vitesse d’agitation.

Tableau. 1V.2: valeurs de I’activité enzymatique et de la biomasse séche pour
différentes vitesse d’agitation.

Activité enzymatique Biomasse séche (g/l)
Vitesse (rpm) (umol/ml.min)
150 1.666 9.25
200 1.4 8
300 1.133 5.25

A partir de (Tableau. 1V.2), on a réalisé la (Figure. 1V.6).




Partie expérimentale

10 1,8

9 | - 1,6

. B 114 E
— 7 - | s
SN~
Z - 1,2 =
Q =}
K= 6 o
5 -1 = . ,
b 5 = i Biomasse séche(g/L)
2 08 &
© 4 c
£ ]
2 B 016 :8
@ 3 s

)

2 - 04 2 uActivité

. 02 enzymatique(Ul/ml)

0 T T 0

150 200 300
Vitesse d'agitation(RPM) I

Fig. IV.6: Effet de la vitesse d’agitation sur la croissance bactérienne et sur la
production de la lipase (pH=8; T°30; t incubation=48h ; C=glucose ; N=NH,ClI)

Nous avons vu que dans le milieu ou la vitesse d’agitation est de 150rpm,
une activité lipasique optimale a été obtenue accompagné de la production maximale

en biomasse.

La production de la lipase diminue lorsque la vitesse d’agitation augmente
200 et 300rpm. La diminution en biomasse est plus importante que celui de 1’activité
lipasique. Ceci peut étre interprété par une augmentation du stress sur les parois
cellulaires, ce qui provoque une détérioration et la mort des bactéries. Un résultat
similaire (180rpm) a été trouvé que la production de la lipase par Bacillus.subtilis
[177].

c)-Sélection de la température optimale :

Pour déterminer l'effet de la température sur lactivité de la lipase,
I’incubation a été effectuée a températures différentes allant de 4 a 45 ° C, et

maintenir les autres conditions du procédé constants.
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Résultats et Discussion :

Les résultats de dosage des acides gras produits, de I’activité enzymatique et

de la biomasse produite en fonction de la température sont représentés dans le

(Tableau. 1V.3).

Tableau. IV.3: valeurs de I’activité enzymatique et de la biomasse séche pour

différentes températures.

Activité enzymatique

Température (°c) (umol/ml.min) Biomasse séche (g/l)
4 0 0
20 0.166 7.25
25 1.333 8.75
37 2.5 10
40 1.22 4
45 0.333 L5
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Fig. IV.7: Effet de la température sur la croissance bactérienne et sur la production de
la lipase (pH=8 ; Agitation : 150rpm ; t incubation=48h ; C=glucose ; N=NH,CI).

La production de la lipase et de biomasse augmentent avec la température.
Nous avons observé que la production de la lipase était maximale a 37 ° C, les
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résultats peuvent étre comparés a ceux obtenus par d’autres auteurs avec Bacillus
subtilis (37°C) [177], Rhodotorula glutinis (30°C) [178] et Penicillium citrinium
(22°C) [179].

La production de la lipase a diminué de facon drastique a des températures
supérieures a 40 °C et a été presque totalement inhibée a la température de 45 ° C

suite & la diminution de la production de biomasse.

Il existe cependant des enzymes actives a des températures extrémes:
Cinnamomea antrodia [180], Pseudomonas sp [181] produisant des lipases qui ont
une activité maximale a 45°C et elles restent trés actives a des températures allant

jusqu’a 80°C.

d)-Sélection du pH optimal :

Pour la selectionné le pH optimale pour la production de lipase, on réalise
I’incubation a des pH différents, allant de 3 jusqu'a 9 a 37° C pendant 48 heures. Les
autres parametres étant inchangeés. Par la suite, I’activité résiduelle a été dosée. Le pH
du milieu a été modifié en utilisant des solutions de HCL (0.5N) et NaOH (0.2N).

Résultats et Discussion:

Les résultats obtenus sont indiqués dans le tableau(lV.4).

Tableau. 1V.4: valeurs de I’activité enzymatique et de la biomasse séche pour
différentes valeurs de pH.

Activité enzymatique  Biomasse séche (g/l)
(umol/ml.min)

3 2.4 7.5
5 2.733 8.5
7 2.9 10.75
8 2.4 9.75
9 1.733 3.25
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Fig. I'V.8: Effet de pH sur la croissance bactérienne et sur la production de la lipase

(T°=37°C ; Agitation=150rpm ; t incubation=48h ; C=glucose ; N=NH,CI).

On remarque sur la Fig.IV.8. Que la souche Bacillus subtilis supporte la
croissance et par conséquent la production de la lipase pour des pH acides variant
entre 3 et 6. Cette production atteint son maximum de 2.9 umol/ml.min pour un pH 7.

A pH plus élevé entre 7.5 et 9, l'activité enzymatique diminue suite a la
diminution de la croissance et a la dénaturation, jusqu'a 1.7 umol/ml.min pour un pH
9.Donc le pH optimum a été trouvé a 7 ce qui est rapporté pour étre inférieur a la
valeur trouvée en utilisant d’autres organismes tel que Rhodotorula glutinis (pH= 8)
[178] ou Penicillium aurantiogriseum (pH= 8) et Aspergillus carneus (pH=9) [181].

D’autres lipases d’origine fongique ont généralement un pH optimum neutre
ou légerement acide tel que pour la lipase de Yarrowia lipolytica [180]. Les lipases
peuvent étre actives sur une large gamme de pH, ainsi la lipase de Y. lipolytica
conserve au moins 60% de son activité a pH 4 et 8 [180].
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e)- Effet de la nature de la source de carbone sur la production de lipase :

L'effet de sources de carbone sur la production de la lipase a été testé pour
déterminer la source qui donne un meilleur rendement et pour voir, d’un autre coté,

aussi si cette source est un stimulateur ou inhibiteur sur la production de lipase.

Ces sources de carbone ont été optimisées a une concentration de 4%,

I'activité a été testée pour une durée de 48 heures d’incubation.

Quatre milieux ayant la composition de base du milieu de production mais
contenant différentes sources de carbone et d’énergiec ont été utilisés pour

I'optimisation :

Milieu 1 : milieu + glucose 4g/l.
Milieu 2 : milieu + I’acide oléique 2.049/l
Milieu 3 : milieu + I’huile de soja 2.04g/I

YV V V VY

Milieu 4 : milieu + (glucose 2g et I’acide oléique 1.03g)

Le milieu de base contenant par ailleurs : NH4CI, 1g/l ; Na2HPO4. 2H20 =7
g/l, K;HPOy, 3 g/l; NaCl = 0,5 g/l, MgSO4 = 0,25 g/l, CaCl, = 0,02 g/l.

Résultats et Discussion :

L’effet du chaque source de carbone est exprimée par son activité

enzymatique et les résultats obtenus sont représentés sur le tableau(1V.5).

Tableau. 1V.5: valeurs de I’activité enzymatique et de la biomasse séche pour
différentes sources de carbone.

Glucose Acide Glucose+Acide Huile de
oléique oléique soja

Activité
enzymatique 3.466 1.6 3.333 3.000
(umol/ml.min)

Biomasse séche
(g/) 125 6.25 115 6
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Fig. I\V.9: Effet de source de carbone sur la croissance bactérienne et sur la
production de la lipase (T°= 37°C ; Agitation=150rpm ; t incupation=48h ; pH =7 ;
N=NH,CI).

A partir des résultats obtenus, nous avons constaté que la production de la
lipase était meilleure dans le milieu contient le glucose parmi les sources utilisées. La
combinaison entre le glucose et I’acide oléique aussi donne une meilleure production

qui n’était pas loin de la production maximale (environ 3.3 UE/mL).

L’acide oléique (insaturé) n’a pas favorisé la production de la lipase.
Cependant, il pourra donner une production positive s’il est associ€¢ au glucose qui

sera utilisé comme source d’énergie.

Par ailleurs, il s’est avéré que la présence de triglycérides n’est pas
indispensable pour la production de la lipase. La production maximale (3.5 UE/mL)
étant obtenue en utilisant le glucose comme substrat. L’enzyme est donc une enzyme
excrétée naturellement par la bactérie. Elle n’est pas induite. C’est une enzyme
constitutive et c’est un métabolite primaire associé¢ a la croissance car on remarque
que la biomasse atteint un maximum pour la méme source de carbone optimale, le
glucose.
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f)- Effet de source d’azote sur la production de lipase :

Différents sources d'azote ont été ajoutées au milieu pour étudier I'effet des

sources d'azote sur la production de la lipase. Parmi les différentes sources d’azote
ajouté, NH; NO3 (0.8g/L), NH,CL(1g/L) et NH,CO3(1.69/l).

Résultats et Discussion :

Le (Tableau. 1V.6) représente les résultats de la production de la lipase

obtenues pour différentes sources d’azote.

Tableau. 1V.6: valeurs de I’activité enzymatique et la biomasse seche pour déférents

source d’azote.

Source d’azote

Activité
enzymatique 3.666 2.766 2.133
(umol/ml.min)
Biomasse seche
(g/) 12.5 12 5.75

A partir de ces résultats du tableau .I1V.6, on trace ’activité de lipase en fonction de

source d’azote.

14

12

- 3,5

10

- 2,5

Biomasse séche(g/l)

NHA4CI

NH4NO3

Source d'azote

NH4CO03

Activité enzymatique(Ul/ml)

Li Biomasse séche(g/l)

i Activité
enzymatique(Ul/ml)

Fig. 1V.10: Effet de source d’azote sur la croissance bactérienne et sur la production
de la lipase (T°= 37°C ; Agitation=150rpm ; t incubation=48h ; pH 7 ; C= glucose).
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Trois sources d'azote étaient testées afin de déterminer leur influence sur la

synthese de lipase par Bacillus subtilis.

Toutes les sources utilisées sont des sources minérales. Afin de choisir une

source minérale simple.

Les résultats révelent que I’utilisation de NH4CL comme la source d’azote
donne une meilleure activité (3.7 UE/mL), comparativement a Rhodotorula glutinis

[13] qui préfere 1’addition du phosphate d'ammonium.

Le chlorure d’ammonium, NH4CL, sera donc pris comme source d’azote
pour la croissance et pour la production optimale de 1I’enzyme.
g)- Sélection de rapport C/N :

Pour sélectionner le rapport C/N nous avons fixé la source d’azote qui est le
NH4CL a une concentration de 1g/l alors que la concentration de glucose est variée de
facon a obtenir différents rapports molaires de C/N.

Résultats et Discussion:

Les résultats sont représentés sur le tableau 1V.7.

Tableau. IV.7 : Effet du rapport carbone/azote (C/N) sur la production de la lipase.

Concentration Activité Biomasse séche
de glucose (g/) enzymatique (7))
(umol/ml.min)

1 0.8 18 9

2 2.5 3.6 10.5

3 3.0 5.4 11.5

4 4.0 7.2 12.5

5 3.4 9.0 12.25

6 2.1 10.8 11

10 0.53 18.0 10.5
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Fig. 1V.11: Effet de C/N sur la croissance bactérienne et sur la production de la lipase

(T°=37°C ; Agitation=150rpm ; t incubation=48h ; pH 7 ; C= Glucose ; N= NHA4CI).

La concentration croissante de glucose a fait augmenter l'activité lipasique
pour atteindre une valeur maximale de 4 Ul/ min pour une concentration en glucose
de 4 g/l. Cependant, au dela de cette concentration l'activité de la lipase dans le
surnageant a diminué jusqu'a 0.53 pmol/ml.min pour une concentration de glucose

égale a 109/l (Tableau 1). Cela peut étre attribué a I'inhibition par le substrat [181].

h) Suivi des cinétiques de la croissance bactérienne et de la production de la
lipase dans les conditions optimales.

On suit la production en biomasse séche et la production de la lipase en
fonction du temps, pendant 72 heures, sous les conditions optimales déterminées.
Pour cela, on préléve des intervalles de temps déterminés, 2ml de culture. La

concentration en biomasse et I’activité enzymatique sont déterminées.
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Résultats et Discussion :

Tableau .1V.8 : La variation de I’activité enzymatique et la biomasse séche en
fonction du temps :

Activité
Temps (h) enzymatique (Ul /ml) Biomasse seche (g /l)

1 0 0.25
2 0 0.3
3 0 0.3
4 0 1
10 0.1 7
11 0.2 7.25
24 1.7 9
27 1.9 12.5
48 4.1 12.5
50 3.9 11
7 2.2 5

A partir des valeurs de tableau (I\VV.8) Nous avons obtenue la figure suivante :

14

. R

=—&— Activité
enzymatique(Ul/ml)

== Biomasse séche(g/l)

Temps(heure)

Fig. IV.12 : La variation de la croissance et de 1’activité enzymatique en fonction du
temps(T°= 37°C ; Agitation=150rpm ; t incupation=48h ; pH 7 ; C= Glucose ;
N=NH4CI).
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La courbe rouge représente 1’évolution de la croissance bactérienne et la
production de la lipase de en fonction du temps.

La croissance et par conséquent la production de la lipase étaient trés faibles
aux premieres heures et pas d’activité, c’est la phase de latence.

A partir de 4h la biomasse augmente rapidement jusqu'a 27 h ou elle atteint
une valeur de 12.5 g/L. Cependant, I’activité lipasique n’est détectée qu’apres 10h.
Elle atteint son maximum au bout de 48h a (3.9Ul/mL).

Par la suite, la croissance s’arréte et on atteint la phase stationnaire a 27
heures, suivie rapidement par la phase de mort due a I’appauvrissement du milieu et la
consommation totale du glucose. Durant la phase stationnaire les bactéries produisent
toujours de la lipase mais le taux de production s’affaiblit.

L’expérience a montré que la lipase est un métabolite primaire vu que la
production dépend de la croissance bactérienne, mais cette dépendance n’est que

partielle.

IV. 8. Purification de la lipase :

Une des méthodes les plus simples, se prétant le mieux a de gros volumes est
la précipitation avec de 1’acétone. La purification de lipase est réalisée selon cette

procédure décrite dans plusieurs travaux [183, 184,185].

V. 8 .1. Mode opératoire :

La premiere étape de séparation consiste & séparer la biomasse bactérienne
de I’enzyme qui se trouve dans la solution (milieu appauvri). La séparation est
effectuée par centrifugation du bouillon de la culture bactérienne effectuée dans les
conditions optimales, a 5000rpm pendant 20min.

Les étapes de purification peuvent étre décrites comme suit et sont
représentées dans la figure. 1V.13 :

» Prendre 10 ml de surnageant est prélevé, le reste est ensuite refroidi a 4°C pour
conserver 1’enzyme.

> Par la suite, trois volumes d’acétone glacial sont versés goute & goute dans un
volume de surnageant disposé sous agitation dans la glace pilée.

» Une fois 1’acétone est versé totalement, le mélange (surnageant-acétone) est

laissé dans le frigo pendant 2heures, il se forme alors un précipité blanc. Sa
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récupération se fait par filtration sous vide, la poudre obtenue est la lipase
partiellement purifiée (LPP).
La lipase partiellement purifiée est souvent stable et doit étre généralement
conservée a une température 4°C dans des conditions la protégeant de la dégradation
chimique, thermique et biologique.

: _‘ Apres 2 heures

Dans le frigoa T =4°C

-~

Il se forme

Un précipité

Le dispositif de purification de la

lipase microbienne par 1’acétone . .
p p Filtration

sous vide

Séchage a I’aire libre
(température ambiante)

Enzyme partiellement purifier Le dispositif de filtration

sous vide

Fig. 1V.13 : Technique de purification de lipase microbienne produit par
précipitation a L’acétone.
V. 8 .2.Mesure de P’activité enzymatique de la lipase semi purifié :
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Pour mesurer Iactivité enzymatique de la lipase semi purifi¢, nous avons

suivi les étapes suivantes :

» La dissolution de I’enzyme séche dans le tampon phosphate (pH=7).

> Préparation du milieu réactionnel qui contient 5ml d’huile émulsionné, 4ml du
tampon, 1ml de CaCl,, et 1 ml de la solution enzymatique préparé.

> Le dosage des acides gras libres par le NaOH aprés 30minutes (le temps de la

réaction).

Résultat et discussion :

L’activité enzymatique obtenue était de 12 pmol/ml.min.

Activité totale(Ul) Rendement de

purification(%)
Extrait brute 40 -
Extrait purifié 36 90

La Méthode de séparation est assez simple et rentable, permettant
I’obtention d’une enzyme semi-purifiée...La séparation et la purification
permettent d’éliminer les impuretés contenues dans le bouillon de fermentation,
les débris cellulaires et les métabolites secondaires solubles dans 1’acétone ou qui
n’ont pas les caractéristiques protéiques telles que les polysaccharides. Le produit
obtenu possede une activité acceptable et comparable a 1’activité obtenue dans les
mémes conditions avec la méme souche [177]. Par ailleurs, la forme semi-purifiée
est plus conservable que la forme brute. Cependant, il est possible d’obtenir une
lipase plus pure dont I’activité spécifique est €levée en utilisant d’autres méthodes

telles que les méthodes chromatographiques [177].

&
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I. LESENZYMES

I. 1.Introduction

Presque toutes les réactions chimiques qui ont lieu dans les systemes biologiques
sont catalysées par des enzymes qui constituent la classe de protéines a la fois la plus vaste et
la plus spécialisée. lls représentent I'instrument primaire direct de I'expression de I'action du
géne puisqu'ils catalysent les milliers de réactions chimiques qui constituent le métabolisme
intermédiaire des cellules. Dans cette partie introductive, nous aborderons uniquement

quelques notions genérales sur les enzymes [1].

I. 2. Définition :

Les enzymes, peuvent étre definies comme étant des biomolécules de nature
protéique jouant le réle de biocatalyseurs impliquées dans des réactions métaboliques
spécifiques dans les organismes vivants ou dans des milieux et des conditions favorables
apres les avoir extraites de ces organismes.

Sans la catalyse enzymatique aucune forme de vie n’aurait pu exister. Par ailleurs,
sans I’introduction des procédés enzymatiques dans la catalyse industrielle, I’innovation de

Plusieurs produits nécessaires a notre vie quotidienne, n’aurait jamais vu le jour [2,3].

Les enzymes constituent la classe de protéines, a la fois la plus vaste et la plus
spécialisée, qui en reconnaissant spécifiquement certaines molécules, accélérent les réactions
de transformation de ces molécules suffisamment pour que leur vitesse devienne compatible

avec le fonctionnement de I’organisme [4,5].

| .3. Structure des enzymes :

Les enzymes sont le plus souvent des protéines, et sont donc constituées de chaines

d'acides aminés (fig. I .1).

;


http://www.futura-sciences.com/fr/definition/t/biologie-4/d/acide-amine_8/
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Fig. 1.1 : Un enchainement linéaire D’AC Aminés [6]

La partie importante de I'enzyme est constituée du site actif. Le site actif d’un
enzyme est schématiquement formé par un petit nombre d’acides aminés organisés en un
arrangement tridimensionnel précis formant une poche ou une crevasse dans la protéine
(Fig. 1.2).

Le site a une affinité élevée pour le substrat, parce que la nature chimique des acides
aminés du site et leur arrangement spatial forment une région complémentaire de certains

groupements de la molécule de substrat [7].

Fig. 1.2 : structure du site actif [7]



http://www.futura-sciences.com/fr/definition/t/biologie-4/d/site-actif_820/
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I. 4. Propriéetés générales des enzymes:

Comme tous les catalyseurs, les enzymes agissent & une tres faible concentration,
ils restent inchangés a la fin de la réaction qu’ils catalysent, et n’affectent pas 1’équilibre
d’une réaction réversible : ils augmentent simplement la vitesse a laquelle 1’équilibre est
atteint, augmentent la vitesse de réaction.

Pour simplifier, comme le montre la figure ci-dessous (AU : variation nette de

I’énergie), un catalyseur (K) ,[un enzyme] diminue 1’énergie d’activation E d’une réaction
(qui transforme un substrat A en un produit B), en permettant la formation d’un ou plusieurs

intermédiaires dont 1’énergie d’activation est plus basse (E1, E2) [7].

non catalysée catalysée par K

Fig. 1 .3 : I’action d’enzyme sur la vitesse d’une réaction [7]

| .5. Mécanisme d’action des enzymes :

Les progres dans 1’étude des mécanismes enzymatiques ont conduit au
développement d’un modéle décrivant I’interaction entre le substrat et I’enzyme. Ce modéle,
Proposé ultérieurement par KOSHLAND, implique un changement de conformation du site
actif de I’enzyme lors de la fixation du substrat.

Ce modgele est connu sous le nom d’ajustement induit (induced-fit) et est illustré dans
la figure 1.4. Ce modéle implique que I’enzyme sélectionne spécifiquement Son substrat, non
sur la base d’une complémentarité statique entre I’enzyme et le Substrat, mais en agissant

comme des « pinces » qui se renferment pour piéger le Substrat. L’enzyme devient actif
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uniquement dans sa forme fermée impliquant une Reégulation de ’activité par la fixation du

substrat [8].

== ]/ Site actif
EJ +

Substrat (A)
Enzyme

Enzyme (E)

—_—
——

Groupe
catalytique |

Groupe
catalytique 3

/ Groupe

catalytique 2

Complexe (EA)

Fig. 1.4 : Tllustration du mécanisme d’ajustement induit proposé par KOSHLAND [8]

| .6. Fonctions des enzymes :

Les enzymes ont pour mission d'accélérer (catalyser) des millions de fois les

réactions chimiques dans les organismes vivants. Il existe un grand nombre d'enzymes

spécifiques qui jouent un réle important dans les processus physiologiques (digestion,

conduction nerveuse, synthése d'hormones, etc.)[9]. On peut toutefois classer les enzymes

en six categories suivant la réaction biochimique qu'elles réalisent :



http://www.futura-sciences.com/fr/definition/t/medecine-2/d/digestion_3249/
http://www.futura-sciences.com/fr/definition/t/medecine-2/d/hormone_751/
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Tableau. 1.1 : les différentes classes d’enzyme [9]:

N° Classe de ’enzyme
les oxydoréeductases (Qui catalysent des réactions
1 d'oxydoréduction (comme la peroxydase)
les transférases (qui catalysent le transférent d’un
9 groupement fonctionnel d'une molécule a l'autre)
Les hydrolases (qui catalysent 1’hydrolysent des liaisons
3 chimiques, comme les nucléases qui coupent I'ADN ou
I'ARN)
Les lyases (qui rompent des liaisons mais en produisent de
4 nouvelles simultanément)
les isomérases (qui réarrangent les groupements fonctionnels
5 d'une molécule pour former des isomeéres)
Les ligases ou synthétases (qui permettent la jonction de
6 deux molécules (comme les ADN ligases)

| .7.Cinétique enzymatique Michaelienne :

I. 7.1. Vitesse (V) de la réaction en fonction de la concentration de substrat (S).
Equation de Michaelis-Menten :

Les enzymes (E) catalysent les réactions en formant un complexe avec leur substrat
(S) au niveau de leur site actif. La facon la plus schématique et la plus simple de représenter

La Reaction catalysée par un enzyme est la suivante [10] :

k4 | T}
E + 5 — 3 E5 ———= E + P
k.
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oo ( E= enzyme,
S = substrat,
< ES = complexe enzyme-substrat,

ki : constantes de vitesse,

\_ P = produit.

La vitesse v de formation de produit est :

) = P—Pr [ES]
VE"ar T2

Si [E] O représente la concentration initiale en enzyme, on a :
[Elo=[E] + [ES]

On peut voir sur la (figure 1.5) que la concentration de ES se stabilise au bout d’un temps
tres court, ce qui permet de supposer 1’établissement rapide d’un état quasi stationnaire.
Cette hypothese est valable seulement si [E] o << [S] o.
Avec I’approximation de 1’état quasi stationnaire de Briggs et Haldane, on a :

[ES] = constante,

Alors, la vitesse de réaction est donnée par 1’équation de Michaelis-Menten :

]

=V, —————— 1
PR, 18] v
AVeC :
V_-u = k+1[£]a
k,+k.,
K,=—
koo

Ou V est la vitesse maximale de la réaction enzymatique, et Ky est la constante de

Michaelis de I’enzyme.
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Fig. 1.5 : Courbes d’évolution des composés lors d’une réaction de
Michaelis- Menten [10].

La représentation graphique de 1’équation (1) permet de d’écrire le comportement
cinétique de la réaction enzymatique en fonction de la concentration en Substrat
(Figure 1.6) [11] :

Vo 4

"iIL "'M .......................................................................................................................

Vi /2

L :

-

Ea [S]o

Fig. 1.6 : représentation graphique d’une cinétique Michaelienne. Evolution de réaction
Enzymatique en fonction de la concentration en substrat [12].
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La détermination graphique directe de Vyu et Ky n’est pas toujours précise, et
d’autres méthodes ont été proposées, elles reposent sur une linéarisation de 1’équation (1) de
Michaelis-Menten, la plus connue est la représentation en double inverse selon Lineweaver-
Burck représentée sur la (figure 1.7) avec une autre représentation selon Eadie-Hosftee
(Figure 1.8) [11].

o ) Vv/[S] = VarKar — vKyy
v=KuVu . 1[S] = 1'Vu .
v v/(S]
A %
& VK
’/') .~\\
™\
pl‘ll[L"Ku .'-‘),; \
\'\
\\ Pente~-1/Kum
.
< 'V N
N\
> ~ >
4 ,
| I [\] L | v
- LK
Fig. 1.7 : Représentation graphique en double Fig. 1.8 : Représentation graphique
Inverse selon Lineweaver-Burck [12]. Selon Eadie-Hosftee [12].

| .8. Facteurs influencant la vitesse d’une réaction enzymatique :

| .8.1. Effet de la température :

Elle a deux effets sur la réaction enzymatique :

+ Elle I’accélére, en fournissant 1’énergie nécessaire au franchissement de la barriére due a
I’énergie d’activation ;

+ elle entraine progressivement la dénaturation de la protéine, donc sa désactivation.

La résultante de ces deux effets se traduit par une courbe V = f(T) (Fig. 1 .9) généralement

dissymétrique, passant par une valeur maximale pour une température dite température
Optimale [13].
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Fig. 1.9. : Influence de la température sur la vitesse d’une réaction enzymatique [14].

|.8.2. Effetdu pH :

Les enzymes ne sont en général actifs que dans une zone limitée de pH, et la plupart
Ont une activité catalytique optimale a un pH particulier. Le pH peut affecter le Ky ou le Vi,
Ou les deux a la fois [15].

| .8.3. Effet de la concentration en enzyme :

La réaction d’équilibre entre ’enzyme et son substrat est trés rapide. En effet,
L’addition de quelques molécules d’enzymes a la réaction augmente la concentration du
Complexe enzyme-substrat (ES) et par conséquence la vitesse de la réaction. Cette vitesse V,
Dépend de la concentration totale de I’enzyme [E],. V = K[E] , Avec k une constante de
proportionnalité [16].
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Fig. 1.10 : représente 1’influence de la concentration en enzyme sur la vitesse initiale

De la réaction enzymatique [10].

| .9. Effecteurs chimiques :

On distingue les inhibiteurs, qui diminuent I’activité enzymatique, et les activateurs,

qui ’augmentent [13].

1.9.1. Inhibiteurs :

L'activité catalytique d'une enzyme peut diminuer et méme compléetement s'arréter au
contact de certaines substances chimiques. On reconnait généralement deux modes
d'inhibition différents:

« Uninhibiteur compétitif ressemble au substrat et entre en compétition avec lui pour
s'introduire dans le site actif. Si le site actif est bloqué par un inhibiteur compétitif,
I'enzyme ne peut plus fonctionner. L'inhibiteur compétitif a souvent une action
réversible. Il peut se retirer du site actif si sa concentration devient faible dans le
milieu [17].
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Competitive
inhibitor

Actx ve site E

Enzyme

Fig. I .11.représentation d’une réaction enzymatique bloqué

Par un inhibiteur compétitif [18].

Un inhibiteur non compétitif se lie a I'enzyme (en un point autre que le site actif) ce
qui provoque la déformation du site actif.

Le site actif déformé ne peut plus se lier au substrat, I'enzyme est inhibée. Leur liaison
a I'enzyme peut étre réversible ou irréversible. Plusieurs inhibiteurs non compétitifs

réversibles sont des produits normaux du métabolisme [19].

Substrate

Active site

s,
i Enzyme

Noncompetitive
inhibitor

Fig. | .12.représentation d’une réaction enzymatique bloqué par un inhibiteur non
compétitif [18].
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1 .9.2. Activateurs :

Les activateurs sont des molécules ou des ions qui s’associent a I’enzyme ou au
Complexe ES, qui ont pour effet d’augmenter la vitesse des réactions enzymatiques sans étre
Eux-mémes impliquées dans la réaction catalysée par I’enzyme. Parmi les activateurs que

L’on rencontre fréqguemment, il y a les cations métalliques [20].

1.10. Activité enzymatique :

1.10.1. Activité enzymatique (ou catalytique)

Cette unité a été définie pour estimer la quantité de l'activité catalytique d'une
préparation ou d’un échantillon d'enzyme lorsque I'enzyme ne peut étre défini que par rapport

a son activité catalytique.

Une unité d'activité enzymatique (abréviation U.l. ou U.E.) est définie comme la
quantité d’enzyme qui produit la transformation d'une micromole de substrat par minute a
25°C (umole min- 1).

Remarque :

Dans le systéme international (S.l.), l'unité officielle est le katal (kat) : quantité
d’enzyme qui catalyse la transformation de 1 mole de substrat par seconde. Les biochimistes
Préferent utiliser les unités internationales (U.l. ou U.E.) [21].

1.10.2. Activité enzymatique (ou catalytique) spécifique :

C'est I'activité d’une préparation d'enzyme, normalisée par unité de masse exprimée
Classiquement en mg : micromole de substrat par minute par milligramme de I'échantillon
(umole min-1 mg-1).Dans le cas d'un échantillon pur, et si la quantité d'enzyme est exprimeée

En umole, on retrouve la constante catalytique, exprimée dans ce cas en (min-1) [21].
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1.11. Application industrielles des enzymes :

Les principaux domaines d'utilisation sont l'industrie des détergents, de I'amidon,
I'agroalimentaire (alimentation humaine et animale), la chimie fine et le secteur de la santé,

ainsi que les domaines de I'analyse et des capteurs.

a). Détergents

L'utilisation des enzymes dans l'industrie des détergents représente I'application

industrielle la plus importante a la fois en termes de valeur et de quantite.

Les enzymes les plus utilisées sont les protéases, mais beaucoup d'autres hydrolases
peuvent également étre ajoutées aux préparations pour aider a I'élimination de taches tres

diverses.

Les marques de lessive les plus performantes combinent protéases, amylases, lipases
et cellulases pour augmenter I'efficacité du lavage. Chacune de ces enzymes est capable
d'attaquer un type particulier de tache ou de salissure. Le fait d'inclure plusieurs types
d'activité enzymatique dans le détergent permet ainsi d'éliminer des salissures contenant
différentes substances. Par exemple, une tache alimentaire peut contenir des protéines, des

lipides (gras) et de 1'amidon,...etc. [22].

b). L’industrie alimentaire :

Au cours des fermentations alimentaires, ce sont les multiples enzymes des
cellules microbiennes qui provoquent les modifications complexes observées. Il est également
possible de faire intervenir des enzymes seules, en l'absence de toute cellule vivante.

Ces enzymes jouent plusieurs réles dans les productions alimentaires industrielles :

> Faciliter le procédé de préparation (exemple : les jus de fruits ou de
Iégumes sont plus faciles a filtrer apres hydrolyse enzymatique des macromolécules en
suspension)

> Améliorer la texture (exemple : la formation de gel dans certains jus de
fruits concentrés sucrés est évitée en hydrolysant la pectine naturelle par des
pectinases)

»  Provoquer une insolubilisation de certaines molécules (exemple :
I'utilisation de la présure bovine ou microbienne pour la coagulation de la caséine du

lait dans la fabrication des fromages) Clarifier et stabiliser certains liquides en vue de
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la conservation (exemple: I'emploi de cellulases et de pectinases permet de clarifier le
vin et les jus de fruits)

> Améliorer les qualités organoleptiques (exemple : l'ajout de lipases a
certains fromages

»  Augmenter le rendement (exemple : la saccharification du modt de
céréales peut étre amplifiée par améliore leur saveur) I’addition d'amylases au cours de
la préparation de la biére)

> Améliorer la digestibilité (exemple : I'hydrolyse enzymatique du lactose
du lait permet d'éviter les symptdmes d'intolérance au lactose)

»  Permettre la production de nouveaux produits ou la mise au point de
nouveaux procédés de fabrication (exemple : la valorisation du lactosérum, la
préparation de sirops ou d'alcools a partir d'amidon de céréales ou de cellulose...)Sauf
quelques exceptions (comme la présure bovine utilisée dans les fromageries ou la
papaine extraite d'un fruit tropical et employée dans la préparation de la biére), les

enzymes utilisées dans l'industrie alimentaire sont d'origine microbienne [22].

c). L’industrie chimique et pharmaceutique

L'utilisation d'enzymes pour la synthese de composés chimiques variés présente

certains avantages par rapport a la synthése chimique :

> Procédé moins polluant, mais qui doit étre mis en ceuvre en présence de
solvants non aqueux

> et plus grande spécificité d'action.

> La synthese chimique nécessite trois étapes mettant en ceuvre des
réactifs toxiques et demandant des conditions réactionnelles assez drastiques. La
bioconversion se fait en une seule étape, dans des conditions réactionnelles douces et

sans autre réactif que des enzymes et leurs substrats [22].

d). Industrie papetiére

Certaines étapes du procédé de fabrication de la pate a papier se déroulent a des
temperatures de 130 a 190 °C, en présence de fortes concentrations de soude ou d'acides, soit
dans des conditions telles que les enzymes ne peuvent étre, pour l'instant, utilisées a ce stade

de préparation.



http://www.universalis.fr/encyclopedie/papier/
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En revanche, on utilise déja des enzymes pour améliorer le drainage des pates
avant fabrication (cellulases), pour le blanchiment des péates chimiques (xylanases), pour le
désencrage (cellulases), pour la modification de I'amidon utilisé comme additif pour la
fabrication de certains papiers (amylases) ou encore pour I'élimination de certains sous-

produits génants (lipases).

Les enzymes sont devenues des outils indispensables et en plein développement
dans cette industrie : amélioration des rendements, réduction des quantités de produits

chlorés, etc.

Concernant, la réduction des déchets organochlorés provenant des agents
chimiques de blanchiment, de nouveaux procédés enzymatiques ont été mis au point en 1995
permettant d'obtenir le méme degré de blanchiment pour une consommation en chlore

inférieure d'un tiers environ [22].

e). Industrie textile :

L’industrie textile utilise des enzymes pour déférentes application comme :
Amylases/ cellulase—=> délavage des jeans
Amylases bacterienne—> désencollage de I’amidon

Cellulase diverses —>« anti-bouloches »
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Il. LA LIPASE
11.1. Généralités sur les lipases :
I1.1.1 Introduction ;

Encore appelées triacylglycérols acyl hydrolases (EC.3.1.1.3), les lipases
appartiennent a la famille des hydrolases d’esters carboxyliques. Le role physiologique des
lipases est d’hydrolyser les triglycérides en diglycérides, monoglycérides, acides gras et
glycérol.

L’hydrolyse des liaisons esters des substrats lipidiques insolubles dans 1’eau se
produit a I’interface entre lipide et eau [23]. ces enzymes, présentes chez tous les organismes
vivants, jouent un réle clé dans la biochimie des lipides.

Les lipases ont également la capacité de réaliser des réactions de synthese tel que
I'estérification (réaction Entre un acide et un alcool), la transestérification (ester et alcool) et
I'interestérification (ester et ester) ainsi que dans des réactions de transfert du groupement
acyle d'un ester sur d'autres Nucléophiles tels que des amines ou des thiols.

Les lipases présentent des propriétés catalytiques variables suivant les différentes
especes.

¢ Les lipases extracellulaires de Cinnamomea antrodia [24] et de Penicillium

aurantiogriseum ont un pH optimum de 8, tandis que celle d’Aspergillus carneus est de 9[25].

% D’autres lipases d’origine fongique ont généralement un pH optimum neutre ou
Iégerement acide tel que pour la lipase de Yarrowia lipolytica [26].

% Les lipases peuvent étre actives sur une large gamme de pH, ainsi la lipase de Y.
lipolytica conserve au moins 60% de son activité a pH 4 et 8 [26].

% Concernant la température, de nombreuses lipases microbiennes ont une activité
maximale Située entre 30 et 40°C.

% Les lipases d’Aspergillus carneus et de Y. lipolytica par exemple, ont une activité
maximale a 37°C [27-26]. Il existe cependant des enzymes actives a des températures
extrémes: Cinnamomea antrodia [24], Pseudomonas sp [28] produisent des lipases qui
ont une activité maximale a 45°C et elles restent tres actives a des temperatures allant

jusqu’a 80°C.

Les triglycérides sont les substrats preférentiels de la plupart des lipases. Certaines
lipases hydrolysent indifféremment tout types de liaisons ester des triglycérides, ne faisant pas
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de discrimination entre leurs positions dans la molécule. Ce sont par exemple les lipases de

Penicillium expansum [29] et de Pseudomonas cepacia [30].

La lipase de Thermomyces lanuginosa en est un exemple, elle est toutefois non
sélective vis-a-vis de la longueur de chaine des acides gras ou des espéces triglycéridiques
[31].Cette sélectivité entraine 1’apparition d’une concentration équimolaire en diglycérides 1,2
et 2,3 lors de la réaction. L'hydrolyse plus compléte entraine I'apparition de monoglyceérides,
Puis de glycérol et des acides gras.

La polyvalence réactionnelle des lipases et la diversité de leurs propriétés
catalytiques leur conferent une place de choix pour des applications industrielles potentielles,
telles que la confection de produits alimentaires, de détergents, de produits pharmaceutiques
et cosmétiques.

L’utilisation des lipases dans ces nombreux secteurs nécessite une formulation

préalable.

11.1.2. Origines et classification des lipases :

Les lipases sont largement répandues dans la nature ou elles ont un rdle

physiologique important dans le métabolisme des graisses.

On les retrouve aussi bien dans le regne végétal, chez les invertébreés et les vertébrés
mais également chez de nombreux micro-organismes, principalement sous forme de protéines

extracellulaires.

a). Les lipases végétales :

Les lipases sont largement répandues au sein de la plante bien qu'on les retrouve
principalement dans les graines ou les triglycérides sont stockés dans des structures
intracellulaires appelées oléosomes [32].

Sous l'action des lipases, ces triglycérides sont hydrolysés sous forme d'acides gras
dont le role est de fournir I'énergie nécessaire a la germination de la graine et au
développement de la jeune plante [33]. Les lipases végétales peuvent étre classées en trois

grands groupes.

» Le premier groupe est constitué par les triacylglycérol hydrolases qui sont

principalement présentes dans les graines.
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Leur étude revét une importance économique capitale puisqu'elles sont responsables
en grande partie de I'altération des graines pendant le stockage.

» Les constituants du second groupe, denommés acylhydrolases, sont présents dans
divers tissus de la plante.

Ces enzymes présentent peu de spécificité pour leur substrat ; elles sont incapables

d'hydrolyser les triglycérides mais elles peuvent catalyser certaines réactions de
transestérification [34].

Les principales acylhydrolases sont les phospholipases A et B ; les glycolipases, les
sulfolipases et les monoglycérides lipases.

» Latroisieme groupe est constitué par les phospholipases C et D.

Les liaisons hydrolysées par les phospholipases sont représentées sur la figure(ll.1).
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Figure 11.1 : Liaisons hydrolysées par les phospholipases[34].

Les lipases vegétales interviennent également dans le métabolisme, le réarrangement
et la dégradation de la chlorophylle lors de la croissance et de la sénescence des feuilles ainsi
que dans le processus de mdrissement des fruits.

Chez les plantes supérieures, les lipases interviennent dans la biosynthése de
transducteur intervenant dans les mécanismes de régulation ou de défense contre une variété
de pathogenes [35].
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Certaines protéines végétales posseédant une activité lipolytique peuvent avoir un
effet cytotoxique pour les cellules animales. Par exemple, la ricine, une glycoprotéine isolée
de la graine de Ricinus communis, induit le blocage de la synthése des protéines par

inactivation des ribosomes [36-37-38].

Leur étude a permis leur utilisation comme immunotoxines dans le traitement de

certains cancers [39].

D'un point de vue industriel, I'intérét des lipases végétales n'a cessé de s'accroitre
depuis quelques années, notamment dans le domaine de la biotransformation de lipides. en
effet, les lipases végétales sont facilement isolées a partir de graines [40] et elles présentent

des spécificités de substrat atypique comparées aux lipases microbiennes [41].

b). Les lipases de mammiféres

Les lipides constituent pour les mammiféres une source énergétique essentielle et
avantageuse de par leur faible densité. Chez I'nomme, ainsi que chez d'autres vertébrés, les
lipases interviennent dans le contrdle de la digestion, de I'absorption et de la reconstitution des

graisses.
Les lipases de mammiferes peuvent étre classées en trois groupes.

> Le premier est constitué par les lipases associées a la digestion, telles que les lipases
linguale, pharyngale, gastrique et pancréatique.

» Le second groupe correspond aux lipases présentes dans le cerveau, les muscles, les
artéres, les reins, la rate, la langue, le foie et les tissus adipeux.

> Le troisieme groupe correspond aux lipases produites par les glandes galactogénes

produisant le lait maternel.

En effet, les lipases jouent un r6le important dans la digestion chez le nouveau-né

dont lI'alimentation est riche en lipides [42].

Les tissus adipeux contiennent également une lipase hormonosensible qui est
activée par les hormones lipolytiques, telles que le glucagon, via un mécanisme de

phosphorylation et déphosphorylation specifique dépendant de I'AMP cyclique.

Les lipases de mammiferes les plus étudiees sont les lipases liées a la digestion des
graisses et a leur absorption. Il s'agit de la lipase gastrique, de la lipase pancréatique, de la

lipoprotéine lipase et de la lipase hépatique.




Partie théorique

Des études de la structure de leurs genes suggerent que ces différents enzymes

dérivent d'un ancétre commun [42].

La lipase gastrique, sécrétée par la muqueuse gastrique, hydrolyse les lipides
alimentaires dans I'estomac. Elle ne nécessite pas la présence de cofacteurs pour étre active ;
elle est stable et active a des valeurs de pH proches de 1 et elle est résistante a la pepsine ainsi
qu'aux protéases gastriques [43-44-45].

La lipase pancréatique est le principal enzyme responsable de la digestion des
lipides alimentaires. Elle agit principalement sur les diglycérides libérés par la lipase
gastrique. elle est sécrétée dans le duodénum et fonctionne a des pH légérement

alcalins,contrairement a la lipase gastrique.

Les produits de la lipolyse sont, suite a son action, véhiculés a l'aide des agents
tensioactifs naturels que sont les sels biliaires. L’activit¢ de la lipase pancréatique peut
s'exercer en présence ou en absence des sels biliaires. En leur absence, la lipase s'adsorbe

d'abord a l'interface lipide / eau avant d'hydrolyser les esters carboxyliques.

Par contre, en présence de ces sels biliaires, la lipase pancréatique est inactive,

mais son activité est restaurée par un cofacteur protéique appelé colipase [46].

Les sels biliaires sont essentiels pour l'assimilation des lipides. En effet, sans
I'interface eau / lipide de I'émulsion formée avec les sels biliaires, la lipolyse des triglycérides

serait 2 & 4 fois moins efficace [47].

La lipoprotéine lipase joue un réle dans le métabolisme intermédiaire des lipides.
Elle permet I'hydrolyse et I'absorption, par les tissus, des triglycérides transportés dans le sang
sous forme de lipoprotéines (VLDL, LDL, HDL).

La lipase hépatique joue également un réle dans le métabolisme des lipoprotéines
circulant dans le sang. Elle est capable d'hydrolyser les glycérides, les phospholipides et les

esters de cholestérol. Elle peut aussi catalyser la trans-estérification entre glycérides.

¢). Les lipases microbiennes

Les lipases sont largement répandues chez les bactéries, les levures et les
champignons filamenteux.elles sont aussi bien produites chez les bactéries Gram + telles que
celles des genres Bacillus et Staphylococcus que par des bactéries Gram — telles que

Pseudomonas.
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Elles sont également largement répandues chez les levures du genre Candida ou

Geotrichum ainsi que chez les champignons filamenteux tels que Rhizopus ou Thermomyces.

Bien que les premieres lipases étudiees fussent d'origine animale, l'intérét des
lipases microbiennes n'a cessé de s'accroitre au cours des 25 derniéres années, principalement

en raison du grand nombre d'applications qu'elles offrent dans des domaines tres variés.

Les lipases microbiennes présentent comme avantages d'une part, davoir des
procédes de fabrication relativement simples comparés aux lipases d'origine animale et d'autre
part, d'avoir une plus grande stabilité vis-a-vis de la température, des détergents et des
enzymes protéolytiques.ces caractéristiques ont permis le développement de nombreuses
applications pour les lipases microbiennes qui ont abouti a de nombreux produits

commerciaux.

d). Les cutinases :

Les cutinases sont des enzymes produites par différents champignons pathogénes et
phytopathogénes tels que Fusarium solani, qui est I'agent responsable de la formation de
mycétome chez I'nomme [48] ou tels que Fusarium oxysporum radicis-lycopersici qui est

responsable de la pourriture de la racine et du collet chez la tomate et certaines céréales [49].

Les cutinases sont capables de dégrader la cuticule des végétaux en clivant les
liaisons esters des polymeres de cutine. elles sont également capables dhydrolyser des
triglycérides a courtes et longues chaines d'acides gras avec une efficacité comparable a celle

de la lipase pancréatique [50].

Les cutinases sont des enzymes qui peuvent étre apparentées aux lipases et
estérases a la différence qu'elles ne nécessitent pas d'activation interfaciale pour étre efficaces
[51].comme elles sont actives aussi bien en solution moléculaire vraie qu'en systeme

biphasique, les cutinases sont en quelque sorte le lien entre estérases et lipases.

11.1.3. Séquence, structure et mécanisme réactionnel :

C'est au debut des années 1980 que les premiéres lipases et estérases ont été
purifiées et caractérisées au point de vue biochimique.a ce jour, plusieurs centaines de

séquences sont répertoriées dans les bases de données telles que Swiss-Prot [52].
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Comme il a déja été mentionné précédemment, les lipases sont des enzymes trés
variables de par leurs origines et leurs spécificités de substrat. les plus petites ont des masses
moléculaires de 20-25 kDa tandis que les plus grosses ont des masses moléculaires de 60-65
kDa [53].

Les premiéres structures cristallographiques publiées ont été celle de la lipase du
champignon filamenteux Rhizomucor miehei [54] et celle de la lipase pancréatique humaine
[55]. Depuis lors, ce sont plus de 60 structures tridimensionnelles qui sont accessibles au
NCBI [56].

Bien que les séquences peptidiques montrent tres peu de similitude entre elles,
principalement en raison de I'hétérogenéité de leur origine, les lipases présentent dans
I’ensemble la méme structure tridimensionnelle [57- 58]. Différents travaux ont cependant
permis le regroupement des lipases en sous-familles en fonction de leurs origines et de leurs

roles physiologiques respectifs [59- 60-61].

Cependant, la découverte constante de nouvelles lipases ainsi que leurs
caractérisations conduiront a I'évolution de cette classification. Récemment, I'analyse de la
relation séquence-structure—fonction de 1 367 séquences protéiques correspondant aux 806
lipases répertoriées dans la base de données LED (Lipase Engineering Database)[62] a permis

de les classer en 16 superfamilles et 38 familles homologues [63- 64].

11.1.3.1. Les /B hydrolases :

Le repliement o/p est le motif de base de nombreuses hydrolases telles que les
lipases et les estérases mais également l'acéthylcholine estérase, la carboxypeptidase, la

dienelactone hydrolase, I'haloalkane déhalogénase.

Ces enzymes ont tous en commun un domaine structural central typique formé par

8 brins  connectés par 6 hélices o formant un repliement dit o/ [57].

Autour de ce domaine central, viennent se greffer diverses structures peptidiques

responsables des propriétés catalytiques de I'enzyme ainsi que de sa spécificité de substrat.

Le site catalytique des lipases est constitué d'une sérine, d'une histidine et d'un

acide carboxylique (Asp, Glu) dont I'ordre d'apparition dans la séquence primaire est Ser-
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Asp/Glu-His. De plus, la sérine catalytique est généralement incluse dans le pentapeptide

Gly-X1-Ser-X2-Gly ou X1 et X2 représentent un acide aminé variable.

Ce penta peptide est, en général, la seule portion de séquence peptidique conservée
chez les lipases. La sérine catalytique est toujours située dans un coude nucléophile situé a

I'extrémité C-terminale du 5e brin et immédiatement suivi d'une hélice a (Figure 11.2).

L'histidine de la triade catalytique est située a I'extrémité carboxy-terminale du
dernier brin du feuillet constituant le repliement o/f tandis que l'acide carboxylique est
généralement situé a I'extrémité du 7e brin, sauf pour la lipase pancréatique ou il est situé a
I'extrémité du 6e brin [65-66- 53].

b
Histidine m—
Nucléophil ( —
e Acide \/
\‘
0101lia
\ J J U
Bt g2 B3 p4 B5  P6 B7 B
al a2 a3 ad a5

Figure 11.2 : schéma du repliement o/} [67]

s Les fléches représentent les feuillets B et les rectangles les hélices a.

¢+ Le rectangle noir représente le volet amphiphile.

11.1.3.2. Mécanisme enzymatique d'hydrolyse :

Le mécanisme enzymatique des lipases montre quelques similitudes avec celui des
protéases a sérine active. Contrairement aux autres hydrolases, le site actif des lipases est
généralement recouvert d'une boucle peptidique formée par une hélice a amphiphile d'une

quinzaine d'acides aminés qui agit comme un volet [68- 65-69] (Figure 1.2).
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Lorsque cette hélice a recouvre le site actif, I'enzyme est dans sa forme fermée ou
inactive.  Dans cette conformation, la face hydrophobe de cette hélice amphiphile est en
interaction avec des résidus hydrophobes entourant le site actif tandis que sa face hydrophile
interagit avec des molécules d'eau. Le substrat ne peut donc pas étre en interaction avec la

triade catalytique.

Dans la forme active ou ouverte de I'enzyme et suite au mécanisme d'activation

interfaciale, il y a un déplacement de 1'hélice a constituant le volet.

La face hydrophobe de I'hélice orientée auparavant vers l'intérieur du site actif
s'expose au solvant, créant une surface hydrophobe supposée interagir avec l'interface eau /

corps gras. Le site actif de I'enzyme est dés lors accessible au substrat.

La résolution de structures cristallographiques des lipases de R. miehei [70], de
Geotrichum candidum [71] et de la lipase pancréatique humaine [72-73] a permis de mettre en

évidence I'existence de cette hélice amphiphile recouvrant le site catalytique.

Cependant, certaines lipases sont capables d'hydrolyser des lipides en dessous de
leur concentration micellaire critique et il a été montré que l'augmentation de leur
concentration au-dela de leur CMC n'entraine pas une brusque augmentation de la lipolyse
[74].

Pour expliquer cette observation, I'hypothése la plus plausible est qu'il existe, en
solution aqueuse, un équilibre entre forme ouverte et forme fermée de I'enzyme et que le
passage vers la forme ouverte correspond au déplacement de cette hélice o amphiphile

recouvrant le site actif.

D'un autre coté, il a été démontré que méme en deca de leur CMC, les molécules
de substrat ont tendance a former de petits agrégats [75] formant des lors des micelles

transitoires pouvant conduire au mécanisme d'activation interfaciale [76 -74].

D'autre part, des études cinétiques et structurales d'enzymes lipolytiques telles que
la cutinase de Fusarium solani [51], des lipases de Candida antarctica [77], de Pseudomonas
aeruginosa et de Bacillus subtilis [78] ainsi que de la lipase pancréatique du cochon d'Inde
[79] ont montré d'une part, qu'elles étaient actives sur des esters carboxyliques partiellement
solubles en phase aqueuse (tributyrine, butyrate de p-nitrophényl) et d'autre part, qu'elles ne

présentaient pas de mécanisme d'activation interfaciale.
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Pour certaines de ces enzymes, les analyses cristallographiques ont mis en évidence
I'absence d'hélice amphiphile recouvrant le site actif. En conséquence, ces lipases sont plutot
classées comme étant des estérases bien qu'étant capables d'hydrolyser des triglycérides a

longues chaines d'acides gras insolubles en phase aqueuse [75].

Sur la base de données cristallographique, certains résidus, différents de ceux de la
triade catalytique, semblent étre importants dans le mécanisme catalytique. Ces résidus
forment ce que l'on dénomme le trou de I'oxyanion (oxyanion hole).leur réle serait
essentiellement de stabiliser des intermédiaires réactionnels, tels que les intermédiaires

tétraédriques.

Pour la lipase de Humicola lanuginosa, I'azote des fonctions amides de Ser83 et de
Leul47 ainsi que le groupement hydroxyle de la Ser83 forment des liaisons hydrogenes avec
les intermédiaires tétraédriques.

Dans le cas de la lipase de Candida rugosa, ce sont les azotes des fonctions amides
des Gly123 et Glyl24 ainsi que I'Ala210 qui semblent remplir la méme fonction [79.80].
L'hydrolyse d'un ester carboxylique par la triade catalytique peut se décomposer en six

grandes étapes (Figure 11.3).

Tout d'abord, le carbone de la fonction carboxylique du substrat subit une attaque
nucléophile du groupement hydroxyle de la sérine dont le caractére nucléophile est augmenté
par le résidu histidine suite a la formation d'une liaison hydrogéne. L'anneau imidazole de
I'histidine devient alors protoné et chargé positivement. Cette charge positive est stabilisée par

une charge d'un résidu acide (Asp ou Glu) (1).

Il en résulte la formation d'un premier intermédiaire tétraédrique, stabilisé par deux
liaisons hydrogénes avec des résidus du trou de I'oxyanion (2). Par la suite, il y a libération
d'une molécule dalcool, formation de I'acyl-enzyme (3) et attaque nucléophile de I'acyl-

enzyme par une molécule d'eau (4).

Cette seconde attaque nucléophile aboutit a la formation d'un second intermédiaire
tétraédrique, stabilisé par le trou de I'oxyanion (5). Finalement, il y a libération de l'acide gras

et retour de I'enzyme dans sa conformation initiale (6) [81-82-80].
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Figure 11.3 : représentation schématique de 1’hydrolyse d’une liaison ester [80]

(1) complexe de Michaelis non- covalent ;
(2) intermeédiaire tétraédrique 1;

(3) acylenzyme et libération de ’alcool ;

(4) attaque nucléophile de la molécule d’eau ;

(5) intermédiaire tétraédrique 2 ;

YV V. V V V V

(6) libération de I’acide gras.

Le mécanisme d'action de la lipase pancréatique met en ccuvre des phénomeénes plus

complexes. Une Co-lipase est nécessaire pour assurer la fixation de I'enzyme sur le substrat.

Le mécanisme d'activation interfaciale est dans ce cas sujet a controverse.En effet,
Hermoso et ses collaborateurs ont démontré en 1997 que le systéme lipase Colipase-micelles

(= sels biliaires) est activé dans I'eau avant de rejoindre l'interface [83].

.
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11.1.3.3. Cinétique d'hydrolyse

Il a déja été mentionné que les lipases agissent sur des composes insolubles en
phase aqueuse et que la réaction se déroulait a I'interface eau / corps gras.De ces propriétés

atypiques résulte une cinétique d'hydrolyse particuliéere.

La premiere étape consiste en I'adsorption de I'enzyme a l'interface eau / huile selon
un isotherme de Langmuir [84].La réaction se déroulant dans un systeme biphasique, la
vitesse d'hydrolyse dépend non seulement de la quantité de substrat présent dans le milieu
mais également de l'aire interfaciale.

En effet, en utilisant deux types d'émulsions d'huile d'olive, une fine et une
grossiére, les représentations de Line weaver et Burk montrent deux droites de pentes
différentes lorsque I'activité enzymatique est exprimeée en fonction de la quantité du substrat
et deux droites confondues lorsque I'activité est exprimée en fonction de l'aire interfaciale de
I'émulsion (Figure 11.4).Dans ces conditions, le modele de Michaelis-Menten, valable en

phase homogene, ne peut servir pour décrire la cinétique des lipases.

4 5
06F y 0,6} y
T Y. T
$§| 04k $| 04 f
g //‘ 2 ” é "7/".
2 02t | R ogl/
. *:”M !
{000 100 200 100 0 100 200
1/P (g 1 (m?)?

Figure 1.4 : représentation selon Lineweaver et burk de la cinétique d’hydrolyse de deux

émulsions d’huile d’olive [84].

» a: en fonction de la quantité du substrat

> Db : en fonction de Paire interfaciale.
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11.1.4. Propriétés physico-chimiques des lipases

Les lipases bactériennes ont en général un pH optimum neutre ou légérement
alcalin (8-8,5) [85] tandis que les lipases d'origine fongique ont un pH optimum neutre ou
Iégerement acide : 6,5 pour celle de Geotrichum candidum [86] ; 5,6 pour celle de Rhyzopus
delemar [87].

Cependant, il existe des lipases conservant une bonne activite a des pH plus
extrémes. Celles de Pseudomonas fragi [88], Mucor javanicus [89] ont un pH optimum situé

entre 8 et 10 tandis que celle de Torulopsis sp. [90] conserve 80 % de son activité a pH 3.

D'autre part, certaines lipases sont stables et actives dans une large gamme de
valeurs de pH. La lipase de Pseudomonas cepacia conserve 100 % de son activité aprés
incubation durant 24 h a 30 °C pour une gamme de pH variant de 3 a 11 [91] tandis que celle
de Fusarium heterosporum est stable dans une gamme de pH variant de 4 a 10 [92]. La

température optimale des lipases est souvent comprise entre 30 et 40 °C.

En général, les lipases d'origine végétale ou animale sont peu thermostables
contrairement aux lipases microbiennes. En effet, Humicola lanuginosa produit une lipase
dont I'activité optimale est de 45 °C [93] tandis que pour certaines souches de P. fragi, elle est
de 75 °C [87.88].

D'autres lipases sont adaptées aux plus basses températures. C'est le cas de celle
d'Aspergillus niger qui a une température optimale de 25 °C [94], ainsi que celle de

Pseudomonas fluorescens qui possede encore 30 % de son activité maximale a 1 °C [95].
11.1.5. Spécificité des lipases :

Certaines lipases hydrolysent indifféremment tous types de liaisons ester des triglycérides,
ne faisant pas de discrimination entre leurs positions dans la molécule. Ce sont par exemple

les lipases de Penicillium expansum [96] et de P.cepacia [27.30].

Par contre, d'autres lipases sont spécifiques de la position de ce lien ester au sein de la

molécule (Figure 11.5).
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Figure 11.5 : Représentation selon Fischer d’une molécule de triacylglycérol. Identification
des liaisons esters potentiellement hydrolysables par les lipases [67]

Ce lien ester peut étre situé sur le carbone 1 (snl) du glycérol, sur le carbone sn2 ou sur le
carbone sn3.

Les lipases de Staphylococcus aureus, Staphylococcus acnes et de
Chromobacterium viscosum hydrolysent indifféremment les positions snl, sn2 ou sn3 tandis

que celles de P. fragi et de Pseudomonas geniculata sont spécifiques des positions snl et
sn2.

Les lipases de Pseudomonas glumae et de P. fluorescens semblent quant a elles

étre spécifiques de la position sn2 [81]. Les lipases peuvent étre également spécifiques vis-a-
vis de l'acide gras.

La lipase de G. candidum est spécifique des acides cis-9 insaturés et celle de
Penicillium roqueforti des acides gras a courte chaine [67].

Certaines lipases ont méme des propriétés stéréospécifiques.En effet, de nombreux
exemples de l'aptitude des lipases a distinguer des énantiomeres ont été décrits dans la
synthese d'esters a propriétés aromatiques [97-98].
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11.1.6. Applications industrielles :

L’industrie enzymatique que nous connaissons aujourd’hui résulte de 1’évolution
rapide de la biotechnologie moderne des quatre dernieres décennies. Les enzymes peuvent se
substituer aux catalyseurs chimiques et répondre aux exigences du développement industriel
durable [99].

Apres les protéases et les carbohydrases, les enzymes lipolytiques sont le troisiéme
grand groupe d’enzymes industrielles [100]. Aujourd’hui, les lipases sont utilisées dans de
nombreux secteurs industriels. Leurs principales applications sont regroupées dans le
Tableau. I1.1:

Tableau I1.1 : Quelgues applications industrielles des enzymes lipolytiques [101].

Domaine industriel

Réaction

Exemples de produit ou
d’application

Nettoyage, détergents

Hydrolyse des graisses

Lessives, détachants

Industrie du papier

Hydrolyse

Dissolution enzymatique
des pitchs, blanchiment
écologique de la pate a
papier

Textile

Hydrolyse

Blanchiment des tissus de
type jean, modification des
fibres synthétiques
(polyester)

Cosmétique

Transestérification

Soins cutanés, cremes
amaigrissantes, parfums

Oléochimie
(huiles et graisses)

Transestérification,
hydrolyse

Synthese des esters,
hydrolyse des graisses et
de la lécithine

Chimie fine

Synthése énantiosélective

Synthése de substance
Organique

Dégradation des
hydrocarbures, Traitement
des déchets

Hydrolyse

Nettoyage des eaux
Contaminees

Production des biodiesel

Transestérification

Esters de méthyle
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Préparation des peaux,
Tannage Hydrolyse élimination des poils et de
la graisse

Synthese de lipides
Alimentation Estérification structurés de meilleure
qualité nutritionnelle,
synthése d’esters
aromatiques
Transestérification, Lipides spécifiques, aides
Applications médicales Hydrolyse digestives, action
bactéricide, diagnostic

11.1.7. Conclusion :

Les lipases sont des enzymes ubiquistes que l'on retrouve aussi bien chez les
organismes inférieurs tels que les bactéries, champignons ou levures que chez les organismes
supérieurs tels que les plantes et les animaux. Bien que leurs origines et leurs spécificités de
substrat soient trés variées, le centre catalytique de I'enzyme posséde la méme architecture

tridimensionnelle.

Ce qui rend ces enzymes atypiques, c'est qu'elles sont actives aussi bien en phase
aqueuse qu'en milieu solvant organique. C'est pour toutes ces raisons que l'intérét que portent
les scientifiques ainsi que le monde industriel sur I'étude des lipases n'a cessé de croitre au

cours de ces derniéres années.
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lll. LES LIPASES MICROBIENNES

[11.1.introduction :

L'intérét de la lipase a augmenté au cours des dernieres années en raison de leurs
excellentes propriétés catalytiques [102] et leurs diverses applications industrielles, par
exemple, les additifs contenus dans les détergents, I'élaboration d'aliments diététiques pour
une utilisation dans l'industrie alimentaire, I'obtention d’une molécule bioactive dans
I'industrie pharmaceutique, ainsi que des modifications de graisses et des lipides par des

réactions d'hydrolyse et d'estérification [103].

Les lipases sont largement présentes dans les bactéries, les levures et les
champignons [104-105]. Les champignons sont largement reconnus comme l'un des
meilleures sources de lipase et sont largement utilisés dans [l'industrie alimentaire.
La plupart des recherches se concentrent sur la production des lipases extracellulaires a
travers une grande variété de microorganismes. Toutefois, I'exigence de source de carbone

des lipides reste essentielle pour la production des enzymes.

[11.2. Micro-organismes producteurs de lipases :
Les lipases sont produites par de nombreux microorganismes.
La plupart des lipases commercialement utiles sont d'origine microbienne.

Certains des micro-organismes producteurs de lipase sont énumérés dans le tableau 111.1.

Tableau I11.1: Certains micro-organismes producteurs de lipase

Source genre Espéce référence

Bacillus B. megaterium[1] [106]
B. cereus [2] [107]
B. stearothermophilu.[3]... | [108]
B. subtilis [4] [109]
Recombinant B. subtilis
168[5] [110]
B. brevis [6] [111]
B. thermocatenulatus[7] [112]
Bacillus sp. IHI-91[8] [113]
Bacillus strain WAI
28A5[9] [114]
Bacillus sp.[10] [115]
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S.canosus [11] [116]
Staphylococcus | g ayreus [12] [117]
S. hyicus[13] [118]
Les bactéries...
(Gram-
positive)
Lactobacillus
119
Lactobacillus delbruckii[14] [119]
sub sp. Bulgaricus [120]
Lactobacillus sp.[15]
Streptococcus lactis[16] [121]
Streptococcus
Micrococcus [112]
freudenreichii [7] [112]
Micrococcus M. luteus [7]
Propionibacterium [121]
Propionibacterium | acne[16] [121]
Pr. Granulosum[16]
Burkholderia sp.[17] [122]
Bu. Glumae[18] [123]
Burkholderia
Pseudomonas P. aeruginosa[7] [112]
P. fragi[19] [124]
Les bactéries...
(Gram- ] ]
négative) Chromobacterium | Ch. Viscosum[20] [125]
Acinetobacter Aci.Pseudoalcaligenes[16] | [121]
Aci. Radioresistens[21] [126]
Aeromonas Ae. Hydrophila[22] [127]
Ae. sorbia LP004 [22] [127]
Rhizopus Rhizop. Delemar[23] [128]
Aspergillus A. niger [21] [126]
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Pe. cyclopium [24] [129]
Penicillium Pe. citrinum [25] [130]
champignons
Mucor miehei[26] [131]
Mucor
Ashbya gossypii[27] [132]
Ashbya
G. candidum [28] [133]
Geotrichum
Rhizomucor R. miehei[23] [128]
Candida C. rugosa[29] [134]
levures
Yarrowia Y. lipolytica[30] [135]
Rhodotorula Rho. Glutinis[31] [136]
Sa. Lipolytica[11] [116]
Saccharomyces
Sa. Crataegenesis[7] [112]
Torulospora Torulospora globora [7] [112]
Trichosporon Trichosporon[32] [137]
Actinomyceétes
Streptomyces Streptomyces fradiae [121]
NCIB8233[16]
Streptomyces sp. CCM [121]
33[16]
Str. Coelicolor[7] [112]
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[11.3. L'isolement et le dépistage des micro-organismes producteurs de la
lipase :

Les micro-organismes producteurs de Lipase ont été trouvés dans des habitats varies
tels que les déchets industriels, les usines de transformation d'huiles végétales, les laiteries, les

sols contaminés avec de I'huile, et de la nourriture en décomposition,...etc. [138].

Micro-organismes producteurs de Lipase comprennent les bactéries, les
champignons, Les levures, les actinomycétes. Une méthode simple et fiable pour la détection

des micro-organismes dans les activites de la lipase [139].

Cette méthode utilise le tensioactif Tween 80 dans un milieu solide pour identifier
une activité lipolytique. La formation de zones opaques autour des colonies est une indication

de la production de lipase par les micro-organismes.

En outre, le dépistage des producteurs de lipase sur des plaques d'agar est souvent
fait en utilisant la tributyrine comme un substrat [140] et les zones claires autour des colonies
indiquent la production de la lipase.

Wang et al [141] ont utilisé plaques de gélose de rhodamine B modifiée pour cribler
I'activité de lipase dans un grand nombre de micro-organismes. D'autres versions de cette

méthode ont été rapportées [142-143].

[11.4. Production et développement des cultures pour la lipase :

[11.4.1.Méthodologie des bioréacteurs :

Les lipases microbiennes sont produites principalement en culture submergée [145],
La production par culture de cellules immobilisées a été également utilisée dans quelques cas
[146]. De nombreuses études ont été entreprises pour définir la culture optimale et les besoins
nutritionnels pour la production de lipase par culture optimale et les besoins nutritionnels pour
la production de lipase par culture submergée. La production a I’échelle industrielle passe par

plusieurs étapes telles qu’illustré sur la figure 111.1 [147].
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Fig.l11.1 : diagramme général représentant la fermentation industrielle.

111.4.2. Les facteurs influencant la production de la lipase microbienne :

La production de la lipase microbienne est influée par plusieurs facteurs. D’une part,
les composés du milieu (source de carbone, source d’azote, les sels minéraux, les facteurs de
croissance, la valeur C/N,....) et d’autre part les parametres physicochimiques du milieu de
culture (pH, température, vitesse d’agitation, durée d’incubation, le volume d’inoculum,...)

L’amplitude des effets dépend d’un microorganisme a un autre et on ne peut pas tirer
de conclusion ou de regle générale définitive concernant un facteur donné qu’apres avoir

mené une étude expérimentale profonde.

.




Partie théorique

a). Effet de la source d'azote :

Pour une lipase extracellulaire de Pe. citrinum, [148] une production maximale a été
obtenue dans un milieu contenant 5 % (wt/vol) de peptone comme source d’azote (pH 7,2). A
un degré moindre, d’autres sources d’azotes tels que la liqueur de mais appelé encore « corn
steep liquor » et la farine de soja ou de mais stimulent la production de la lipase.

L'urée et le sulfate d'ammonium inhibent la synthese de la lipase. Une activité
lipolytique (1120 U/L) a été déterminée par titrage des acides gras libérés de I'huile d'olive
incubées avec le bouillon stérile [148].

Une lipase Thermostable de Pseudomonas sp., KW1-56 a été produite dans un
milieu qui contenait de la peptone (2 % wt/vol) et de I’extrait de levure (0,1 % wt/vol) comme
sources d'azote[149].

La source d’azote inorganique tel que le phosphate d'ammonium semble favoriser la
production de lipase [150]. Pour la production de la lipase intracellulaire par le champignon
Rhizop.oryzae, le corn steep liquor (7 %) s’est avérée comme une source d'azote optimale
[151].

b). Effet de la source de carbone :

Sugihara et coll ont signalé la production de lipase de Bacillus sp. En présence de
1 % huile d'olive dans le milieu de culture. Peu d'activité enzymatique a été observée en
l'absence d’huile d'olive méme apres une culture prolongée. Le Fructose et 1’huile de palme
ont été signalés pour étre les meilleurs des glucides et des lipides, respectivement, pour la
production d'une lipase extracellulaire par Rhodotorula glutinis [152].

Lorsque les sources de deux carbone ont été comparés, 1’huile de palme a une
concentration de 2 % s’est avéré plus avantageuse pour la production de la lipase que le
fructose [150].

Une activité spécifique de 7395 U/mg de protéine a été observée pour la lipase
alcaline (pH 8,5) produite par P. fluorescens SIK WI dans un milieu qui contenait I'émulsion
d'huile d'olive comme source de carbone [153].

De méme, une lipase alcaline de Penicillium expansum a produit une activité
maximale lorsque la biomasse est cultivée dans un milieu contenant de I'huile (huile d'olive a
0,1 %) a un pH de 8,3 [154].
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c). Effet de la température :

La température optimale pour la production de la lipase bactérienne coincide
souvent avec la température optimale de croissance.

Lors de I’étude de 1'effet de la température sur la synthése et la sécrétion de la lipase
par le champignon Rhodotorula. glutinis [155] et Penicillium citrinium [156], des
températures de I’ordre de 30 ° C et 22 ° C ont été respectivement signalées.Alors que chez

Bacillus.subtilis la température optimale était de 37°C [157].

d). Effet du PH :

L’expérience a montré que pour Rhodotorula.glutinis la production maximale est
obtenue a pH=8 [156], alors que pour Pseudomonas.sp KW1-56- et P. aeruginosa MB un
pH=7.0 était le plus adéquat [158].Les résultats ont montré que les champignons sont
capables de croitre dans la gamme de pH de 5 a 11 et atteignent une activité lipasique
maximale (17,0 U/ ml) a un pH de 8,6 [159].

e). Effet de durée d’incubation :

La sécrétion de lipase par P.flourescens et pour plusieurs bactéries marines [160] est
atteinte pour des durées d’incubation entre 20 et 24 heures. Des durées d’incubation du méme
ordre ont été signalées avec un champignon comme Rhodotorula.glutinis [156] et de
Penicillium citrinium [155].Des durées d'incubation plus longues (72 heures) peuvent étre

réduites avec l'ajout des facteurs de croissance, les vitamines, les agents tensio-actifs, etc...
f). Effet de la vitesse d’agitation :

La vitesse d’agitation (180rpm) a donné la production maximale de la lipase chez
Candida.rugosa [161]. Alors que pour Penicillium.restrictum une vitesse de 200rpm donnait

le maximum taux de production de la lipase [162].

Une augmentation de la production a été détectée pour une culture statique (13
Ul/mL) lorsque la vitesse d’agitation atteint 150 rpm (17 Ul/mL) chez Fusarium.oxysporum.
Dans d’autres cas il est possible de constater une inhibition complete de la production de la

lipase sans agitation [163,164].
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111.5.Les méthodes de dosage :

Il n’existe pas de méthode universelle de dosage de I’activité lipasique. Le choix
d'une méthode particuliére dépendra propres a l'utilisateur des exigences spécifiques. Pour le
dosage de toute enzyme, la sensibilite, la disponibilité des substrats, et la facilité de la

procédure doivent étre pris en considération [165].

I11. 5.1. Méthodes titrimétriques :

Réaction lipolytique libere un acide qui peut étre dosee titrimétriquement. l'activité
de la lipase est mesurée sur une émulsion agitée mécaniquement de triacylglycérides naturelle
ou synthétique (DAT) par neutraliser les acides gras libérés avec le temps en ajoutant NaOH
titré afin de maintenir le pH a une valeur du point final constante.ll s'agit d'une méthode
quantitative sensible a 1 mol d'acide gras libéré par min. C’est un moyen fiable de détecter les

niveaux d'activité inférieurs a 0,1 mol par minute [166].

L’utilisation de I'huile d'olive en tant que substrat pour le 'Procédé titrimétrique a

été rapporté par de nombreux scientifiques [167-168-169].

111.5.2. Glycérol libéré a partir des triglycérides :

La détermination directe de la glycérine libre n'est pas couramment pratiquée,
puisque toutes les trois chaines acyles d'un triacylglycerol molécule sont rarement libérées par
une seule lipase, et donc les taux d'hydrolyse initiaux ne peuvent étre déterminés. Pour
estimer le glycérol libéré libre, oxydation périodique de glycérol libre, conduit a la formation

de formaldéhyde qui peut étre dosé par spectroscopie [170].

111.5.3. La conductivité électrique

La conductivité électrique du milieu augmente au cours de la réaction d'hydrolyse
catalysé par lipase en raison du développement de charges électriques effectuées par les AGL
libérés [171]. Cette technique a une sensibilité satisfaisante mais présente 1’inconvénient de

nécessité de prise de mesure a des temperatures tres élevees.

111.5.4. D’autres méthodes [167-168-169]

La méthode de la plaque Wilhelmy

» Conductance d'onde acoustique ;

» Les methodes colorimetriques ;
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» Méthodes fluorométriques ;
» La spectrométrie de masse ;
» Surveillance de la tension interfaciale ;
> Les méthodes chromatographiques :
% Méthodes HPLC

% Méthodes chromatographiques en phase gazeuse

I11.6. Extraction et purification:

La séparation et la purification de la lipase microbienne passe par plusieurs étapes tel
qu’illustré sur la figure 111.2.
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Fig.111.2 : diagramme général représentant les étapes de 1’extraction et de la purification
industrielle des enzymes [144].

Les étapes de purification peuvent comprendre notamment le fractionnement a
I'acétone et la chromatographie sur colonne séquentielle : sur chromatographie DEAE-

cellulose, Sephadex G-75 et I'adsorption sur Hydroxylapatite [172].
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I11.6. 1.Séparation de la biomasse :

La lipase produite par les microorganismes est, en général, une enzyme extracellulaire.
Le molt de fermentation est traité pour séparer les cellules, le plus généralement par

centrifugation.

I11.6. 2. Précipitation de la lipase:

a). Par les sels (sulfate d’ammonium):
Il existe différentes manicres d’employer le sulfate d’ammonium. Nous pouvons citer :
% L’utilisation des concentrations croissante en sel : addition fractionnées de cristaux de
sel séparées par des périodes d’équilibrage ;
% L’emploi d’une solution saturée de sel. Son inconvénient réside dans la dilution
importante de la préparation.

% Par dialyse : Cette méthode est lente.

b).Par les solvants organiques :

Les alcools sont utilisés pour précipiter les acides nucléiques, les polysaccharides et
les protéines. Les solvants organiques dans une large mesure précipitent les macromolécules
en modifiant leur hydratation. Ils diminuent aussi 1’activité de 1’eau ce qui provoque une
baisse de la solvatation des macromolécules chargées.

L’acétone, I’éthanol, le méthanol, le butanol sont miscibles a [’eau, mais
occasionnent une élévation de la température de milieu. lls ont tous tendance a dénaturer les

protéines, particuliérement lorsqu’ils sont utilisés au-dessus de 0°C [173].

c¢). Chromatographie sur colonne :
Aprés filtration de mélange a séparer, dissous dans un solvant généralement

organique traverse l'adsorbant (appelée phase stationnaire) placé dans une colonne en verre.

Les composants difféeremment retenus s'étagent en anneaux le long de la colonne,

I'anneau le plus bas correspondant au composé le moins adsorbé [173].

.
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CONCLUSION GENERALE :

Cette etude s’inscrit dans le cadre général du développement industriel de
la production d’une lipase microbienne et concerne plus particuliérement la lipase de
la souche bactérienne Bacillus.subtilis afin de mettre au point les techniques, le
milieu, et les conditions favorables, a I’échelle laboratoire, pour la production de cette

enzyme qui présente un grand potentiel d’applications industrielles.

Les essais ont montré que cette souche bactérienne présente une activité
lipasique grace a I’apparition d’une zone claire autour des colonies de Bacillus.subtilis
sur milieu solide contenant le milieu de culture plus le tween80 qui été hydrolysé par

la lipase produite par la bactérie.

Des cultures en batch agités, sur milieu liquide, ont été réalisées pour
I’étude de la production de la lipase. Il a été démontré au cours de cette étude que les
facteurs physico- chimiques (pH, température, vitesse d’agitation, durée
d’incubation...), ainsi que les composés du milieu de croissance (source de carbone,
source d’azote, et le rapport carbone/azote) avaient une influence directe sur le
rendement de la production de la lipase exprimé en termes d’activité lipasique a

travers la réaction d’hydrolyse d’un acide gras.

Les résultats ont montré que le Bacillus.subtilis donne sa production
maximale en lipase a pH neutre, sous une température de 37°C, avec une vitesse
d’agitation de 150rpm, pour une durée d’incubation de 48 heures. La composition
optimale du milieu de culture donnant le meilleur rendement en lipase contenait le
glucose comme source de carbone (C) et d’énergie et le chlorure d’ammonium
comme source d’azote (N) avec un rapport molaire optimal C/N=7.5.1activité
lipasique obtenue sous ces conditions optimales était de 4.1Ul/ml,La production de la

lipase etait partiellement associée a la croissance.

Enfin, la séparation et la purification de I’enzyme qui a été produite dans

les conditions optimales ont été réalisées en quelques etapes :

» La centrifugation pour I’obtention de la solution enzymatique
» La précipitation a 1’acétone

» Lafiltration du précipitat

N
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» Le séchage de I’enzyme a la température ambiante

Notre travail n’est qu’une étape préliminaire qui a permis de déterminer
les meilleures conditions de la production, a I’échelle de laboratoire, de 1'une des

enzymes industrielles les plus importantes.
Les résultats pourront étre complétés par la suite sur divers axes, notamment :

e [’étude de I’effet des concentrations des composés du milieu sur la cinétique
de croissance et de production, éventuellement les éléments minéraux.

e Lamodélisation des cinétiques de croissance et de production.

e La production de la lipase en continu ou avec des cellules immobilisees.

e La séparation et la purification de la lipase avec des techniques plus
performantes afin d’avoir un extrait enzymatique totalement purifié qui permet

d’augmenter 1’activité spécifique de la lipase.




