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A : Activité enzymatique

E : Enzyme.

E. : Energie d’activation.

EEB : Extrait enzymatique brut.
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IR : infra rouge.
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Résumé

Le but de notre étude est d'extraire et purifier la lipase a partir de graines de ricin « Ricinus
communis » et d’étudier ’influence de parametres physico-chimiques sur 1’activité
enzymatique lors de la réaction d’hydrolyse de 1’huile d’olive. L’extraction par précipitation a
I’aide de 1’acétone s’est avéré une méthode efficace et facile a mettre en ceuvre permettant
d’atteindre un rendement de purification de 74% et une activité spécifique de 352 Ul/mg
protéines. Les résultats obtenus montrent que 1'activité de la lipase est modulée par plusieurs
facteurs physicochimiques tels que la température, le pH, la stabilité thermique, la
concentration d’enzyme, ainsi 1’effet de effecteurs chimique. La température optimale est
égale a 40 °C avec un pH optimum au voisinage de 7. La cinétique d’hydrolyse de I’huile
d’olive est du type Michaelien avec les constantes Km =28,85g/1 et V,,x=16,39mg/min.

La lipase est caractérisée par une grande thermo stabilité pendant 2 heures de traitement a 40
°C. L’énergie de désactivation est égale a 108 kJ/mol.
Mots clés: lipase, Extraction, graine de ricin, parameétres physicochimiques, cinétique,

stabilité.



Abstract
The aim of our study was to extract and purify the lipase from castor beans "Ricinus
communis" and to study the influence of physicochemical parameters on enzyme
activity in the hydrolysis reaction of the olive oil. The extraction by precipitation with
acetone has proven effective and easy method to implement to achieve a purification
yield of 74% and a specific activity of 352 IU / mg protein. The results obtained show
that the lipase activity is modulated by several physicochemical factors such as
temperature, pH, thermal stability, the enzyme concentration, and chemical effectors
effect. The optimum temperature is 40 ° C with an optimum pH close to 7. The
kinetics of hydrolysis of olive oil is the guy with Michaelien constant Km = 28,85g /L
and Vmax = 16,39mg / min.
Lipase is characterized by high heat stability for 2 hours of treatment at 40 ° C. The
energy deactivation is 108 kJ / mol.

Keywords: lipase, extraction, castor seed, physicochemical parameters, kinetics,

stability.



Introduction

INTRODUCTION

Le développement de nouvelles biotechnologies, bio-industries et bio- raffineries
est un défi majeur pour 1 avenir. Mais ces développements nécessitent la mise au point
de biocatalyseurs (que ce soient des microorganismes ou des enzymes) de plus en plus
performants mais aussi adaptés a une mise en ceuvre dans des conditions

industrielles.

Les enzymes sont des catalyseurs biologiques qui jouent un role central dans le
monde vivant. Elles sont des macromolécules qui reconnaissent spécifiquement
certaines molécules et accélerent les réactions de transformation de ces molécules
suffisamment pour que leur vitesse devienne compatible avec le fonctionnement de

I'organisme.

Les enzymes sont des molécules trés importantes utilisées dans plusieurs industries

comme les industries alimentaires, textiles, pharmaceutiques et cosmétiques.

La lipase fait partie de ces enzymes ubiquistes que 1’on retrouve aussi bien chez les
organismes inférieurs tels que les bactéries, les champignons ou levures que chez les
organismes supérieurs tels que les plantes et les animaux. Elles sont capables de
catalyser I’hydrolyse des esters glycérides en milieu aqueux et la syntheése d’esters en
milieu non aqueux.
La caractérisation des enzymes lipolytiques ajouterait donc a I’'intérét économique
déja porté aux enzymes, un intérét technique et technologique pour une mise en ceuvre
optimale au sein du bioprocédé. Vu le nombre important de facteurs pouvant
influencer I’activité enzymatique et par la suite le rendement et la vitesse de la
réaction enzymatique, il est impératif de mener une étude approfondie sur le degré
d’influence des parametres physico-chimiques sur I’activité enzymatique pour une
réaction type. Par la suite, il sera possible de déterminer les conditions optimales
sous-lesquelles I’activité sera maximale et d’exploiter ainsi d’une maniere rationnelle
le pouvoir catalytique de I’enzyme.

L’intérét de la présente étude est portée sur la séparation, purification et la
caractérisation de la lipase végétale obtenue a partir de graines de ricin « Ricinus
COMMUnNIs ».

Le travail sera organisé en deux parties :



Introduction

e Partie bibliographique composée deux chapitres:

#+ Le premier consacré a des généralités sur les enzymes.

#+ Le deuxieme chapitre consacré a de généralités sur la lipase.

® Partie expérimentale :

#+ La premiere partie porte sur l’extraction, la purification. Et la
caractérisation de la lipase de grains de ricin semi-purifiée et 1’étude de
I’influence de différents parametres physico-chimiques (Température,
pH, substrat, effecteurs....etc.) sur ’activité enzymatique.

#+ Une application sur la synthése enzymatique du biodiesel.



Partie théorique

I.1. Définition :
Les enzymes sont des catalyseurs, c'est-a-dire des substances capables d'accélérer des

réactions chimiques. Responsables de 1'ensemble des réactions qui se déroulent a chaque
instant au sein des cellules vivantes, elles sont les outils permettant le fonctionnement du
vivant.

Les enzymes sont toutes des protéines. Chaque enzyme est codée par un géne qui lui est
propre. Leur action est étroitement spécifique des substances (appelées substrats) dont elles
assurent la transformation chimique. Enfin, leur activité est souvent considérable : une seule
molécule d'enzyme peut transformer jusqu'a plusieurs millions de molécules de substrat par
minute.

Les enzymes assurent une fonction de catalyseurs. En présence d'une enzyme donnée,
plusieurs molécules sont amenées a interagir et a subir des transformations chimiques
déterminées ; Il en résulte la formation de nouvelles substances pouvant a leur tour €tre
transformées par d'autres enzymes. On appelle substrats les substances réagissantes et

produits les substances formées. [1]

I.2. Les propriétés générales :

Les innombrables réactions chimiques différentes dont la matiere vivante est le siege sont
presque toutes sous la dépendance des enzymes bien que soumises aux mémes lois de la
nature que les autres substances.

Les enzymes différents des catalyseurs chimiques suent plusieurs points importants [2] :

<> Vitesses de réactions : les réactions catalysées par les enzymes sont 10° 2 10" fois
plus rapides que les réactions non catalysées et peuvent aussi concurrencer les catalyseurs
chimiques du point Vue vitesse jusqu’a mille fois. Cette comparaison peut étre quantifiée par
une grandeur appelée « turn-over number » qui exprime le nombre de moles de substrat
pouvant €tre converti par unité de temps et par molécule d’enzyme.

X Conditions de réactions : la plupart des réactions enzymatiques peuvent, en général,
avoir lieu sous des conditions «douces », a des températures inférieures a 100°C, une
pression atmosphérique et a un pH proche de la neutralité dans un milieu aqueux ou méme
organique.

<> Activité enzymatique : exprimée en général par le nombre de moles de substrat

convertis par unité de volume et de temps.
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Elle varie selon la concentration de substrat et des conditions physico-chimique de la réaction.
Les réactions enzymatiques peuvent donc étre régulées [3].

X4 Spécificité de la catalyse enzymatique : I’'un des caracteres les plus importants de la
catalyse enzymatique est sa spécifié en comparaison avec la catalyse chimique. Cette
spécificité présente un double aspect :

-Spécificité réactionnelle : une enzyme ne peut catalyser qu’un type de réaction donné. Cette

spécificité sert de base a la nomenclature et a la classification de ces catalyseurs biochimiques
[4]. On distingue six classes d’enzymes (tableau) :

Tableau 1.1 : les différentes classes d’enzymes [5].

N° Classe de I’enzyme
1 Oxydoréductases (qui catalysent le transfert d’électrons :
oxydoréduction)
2 Transférases (qui catalysent le transfert d’un groupe

fonctionnel d’une molécule a une autre

3 Hydrolases (qui catalysent la coupure de liaisons par
Hydrolyse)
4 Lyases (qui catalysent des réactions d’addition sur une

double liaison)

5 Isomérases (qui catalysent des réactions d’isomérisation)

6 Ligases (qui catalysent la formation des liaisons par

clivage de I’ATP

-spécificité de reconnaissance des molécules avec les quelles I’enzyme est en interaction.

Les interactions entre un enzyme et son substrat dépendent de la reconnaissance
moléculaire fondée sur la complémentaire structurale ; cette reconnaissance est a la base de la
spécificité sur le quel se lie le substrat et ou la catalyse a lieu est appelé le site actif de
I’enzyme [6]. Plusieurs enzymes ont un ajustement: la conformation du site actif est
complémentaire de celle du substrat seulement apres la liaison du substrat. Le modele clé-

serrure est la schématisation la plus adéquate de cette complémentarité.
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+

Fig. I.1 : le modele clé serrure

v

+ Co-enzyme, co-facteur :1’une des caractéristiques particulieres de 1’enzyme est son besoin
fréquent de cofacteur. Le cofacteur n’est pas une protéine : il peut étre un ion métallique
(ca®, co™, Mg™...... ), ou une molécule organique complexe appelée aussi coenzymes
(Ex. NADH).le cofacteur métallique peut aussi se fixer sur une protéine appelée
apoenzymes. le complexe enzyme-cofacteur catalytiquement actif est appelée un
holoenzyme [2].ces coenzymes et ces cofacteurs jouent le role d’intermédiaires et d’agents
liants (coordination) Dans les réactions enzymatiques lors de la formation des composés

complexes (enzyme-substrat).
L.3. Caractéristique des enzymes : [7]

¢+ Elles sont de nature organique, étant produit seulement par des cellules.

¢ Elles sont des catalyseurs capables d’augmenter la vitesse de la réaction chimique.

¢ Elles sont solubles, qu’on peut extraire a partir des sources animales et végétales  par
différents solvants tel que 1’eau et solution de sel ou glycérol.

¢ Elles sont précipitées par 1’alcool ou les sels métalliques, tel que les sulfates de cuivre
ou le chlorure mercurique.

+ Elles se comportent comme colloide et ne diffusent pas par les membranes semi
perméables.

*

+ Elles sont sensibles au changement de la température et de PH de milieu réactionnel.

*

«» Elles sont spécifiques dans leurs actions.

¢ Elles sont capables d’inverser le sens de la réaction qu’elles causent.
5
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I.4. La composition des enzymes :

Toutes les enzymes sont des protéines et se composent d’une molécule de protéine

(%4

(apoenzymes) combinée avec une nonprotéine, portant ce qui s’est appelée ° un facteur
biochimique d’énergie ‘’ [7], la dénaturation des protéines, entraines une disparition parallele

de I’activité enzymatique.

Les travaux récents d’analyse des sites actifs de certaines enzymes et la détermination de la
structure de la plus petite enzyme connue ont établis avec certitude que la molécule protéique

elle-méme est le support de I’activité enzymatique.

Le site actif ou centre actif d’'un enzyme est une zone privilégiée située dans la zone interne
hydrophobe de la protéine enzymatique, au niveau de la quelle s’exerce électivement le

pouvoir catalytique.[8]

L.5. Unités d'activité enzymatique :

Unité officielle: katal (kat), quantité d'enzyme qui catalyse la transformation de 1 mole de
substrat par seconde. Le katal n'est jamais utilisé, car beaucoup trop grand. On doit utiliser des
sous-unités comme les pkat (10-6 katal), nkat (10-9 katal) ou pkat (10-12 katal).

La plupart des biochimistes préferent I' "unité internationale" (IU, International Unit), qui est
la quantité d'enzyme qui catalyse la transformation de 1 pmole de substrat par minute. 60 IU

valent donc 1 pkat. [8]

I.6. Application des enzymes : [9]

Les enzymes sont utilisées depuis longtemps pour catalyser les réactions chimiques dans les

industries de papier, détergents, produits pharmaceutiques, agro-alimentaires.

L’utilisation médicale des enzymes est le traitement local des enzymes est le traitement local
des zones d’inflammations, ou I’élimination des maticres étrangeres et les tissus morts des
blessures et des brulures, et le tableau suivant nous donne les principaux enzymes d’intérét

industriels.

I.7. Mécanisme et cinétique enzymatique :

La cinétique enzymatique englobe le role biologique des catalyseurs enzymatiques et les
mécanismes qui permettent leur extraordinaire activité catalytique. Nous cherchons a travers

6
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la compréhension du mécanisme et de 1’établissement d’un modele cinétique a décrire la
réaction catalytique et par la suite a déterminer la vitesse maximale de la réaction et a mesurer
son affinité pour les substrats [6].

Le modele le plus utilisé est celui de Michaelis-Menten [10].
1.7.1. Equation de michaelis-Menten

La réaction enzymatique peut étre représentée sous la forme simplifiée suivante :

K1 Kp
E + S<4«<———>» ES —» E+P
K.
E: enzyme S: substrat
P: produit ES: complexe enzyme-substrat

K;: constants de vitesse.

La vitesse v de formation de produit est :

V=d [P]/dt =K[ES]
Si [E]p représente la concentration initiale en enzyme, on a :
[Elo=[E]+[ES]

On peut voir sur la figure 1.3 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
hypothése 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 Michalies-Menten :

Y=Vum/ (Ky +[S]) 1)
Avec:

V= Kia[E]y
Kv= (K +K,p) /Ky
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Ou V, est la vitesse maximale de la réaction enzymatique, et K,, est la constante de

michaelis de I’enzyme.

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 1.2) [11] :

Vo

Vmax/2

Km [S]

Fig. 1.2 : représentation graphique d’une cinétique michaelienne. Evolution de réaction
enzymatique en fonction de La concentration en substrat [12]

La détermination graphique directe de Vy et Ky n’est pas toujours précise, et d’autres
méthodes ont été proposées, elles reposent sur une linéarisation de I’équation (1) de
michaelis-menten, la plus connue est la représentation en double inverse selon lineweaver-

burk représentée sur la figure (I.3) avec une autre représentation selon eadie-hosftee
(figure 1.4)
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A V/[S]
/v
&Vv/Ky
1/\@A Pente=Ky/Vy, Pente=-1/Ky
1/[S] Vm \
Fig. 1.3 : représentation graphique en double Fig. 1.4 : représentation graphique

Inverse selon lineweaver-burk. Selon eadie-hosftee [11].

I.8.Facteurs influencant la vitesse d’une réaction enzymatique
L.8.1. Effet de la température
Elle a deux effets sur la réaction enzymatique :

+ Elle I’accélere, en fournissant 1’énergie nécessaire au franchissement de la barriere 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) généralement
dissymétrique, passant par une valeur maximale pour une température dite température

optimale [13].
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N
A
T(°C)
Fig. L.5 : influence de la température sur la vitesse d’une réaction enzymatique
1.8.2. Effet du 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 K, ou Vy,, ou les
deux a la fois. Cette différence suggere que la variation de 1’activité d’un enzyme en réponse a

une variation de pH puisse étre un facteur de la régulation intracellulaire de son activité [6].

L'activité
/

pH

Fig. 1.6 : effet de pH sur I’activité enzymatique

10
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1.8.3.Effet de la concentration en enzyme

La réaction d’équilibre entre 1I’enzyme et son substrat est tres rapide. En effet, 1’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]o

Avec k une constante de proportionnalité [14].

Vo 4

»
|

[El,

Fig. 1.7 : influence de la concentration en enzyme sur la vitesse initiale de la réaction
enzymatique [10].
1.8.4. Effecteurs chimiques

On distingue les inhibiteurs, qui diminuent 1’activité enzymatique, et les activateurs, qui

I’augmentent [13].

11
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¢ Inhibiteurs
Les réactions enzymatiques peuvent étre inhibées par certaines molécules ou ions. Ces
especes chimiques peuvent bloquer ou provoquer la distorsion géométrique des sites actifs des
enzymes. En effet, ’inhibition tend a empécher I’acces des substrats aux sites catalytiques ce
qui diminue le nombre d’enzyme impliquées dans le processus de catalyse. Une substance qui
entre en compétition directement avec un substrat pour un site de liaison enzymatique est ce
qu'on appelle un inhibiteur compétitif. Un inhibiteur incompétitif se lie directement au
complexe enzyme-substrat en inactivant, sans pouvoir se fixer a I’enzyme libre. Si I’inhibiteur
se fixe a la fois a ’enzyme libre et au complexe enzyme-substrat, on a devant d’une inhibition

non compétitif.

® Activateurs
Les activateurs sont 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 I’on rencontre fréquemment, il y
a les cations métalliques. Si I’on considere seulement les activateurs capables de former des

associations réversibles, plusieurs modes d’associations peuvent étre envisagés par exemple.

[15,16].
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I1. Généralités sur les lipases
I1.1. définition

Les lipases sont des hydrolases d’esters carboxyliques capables d’hydrolyser les lipides
riches en triglycérides a longue chaines d’acides gras en glycérol et en acides gras
correspondants. Cette activité a conduit au choix du terme triacylglycérole acy-hydrolases
(EC 3.1.1.3) comme dénomination officielle. Elles ont été mises en évidence, dés 1901, chez
les bactéries. Cependant, ce n’est qu’a partir de la fin des années 1950 que 1I’étude des lipases
a réellement pris son essor, notamment avec les travaux de 1’équipe de Desnuelle a Marseille

sur la lipase pancréatique de proc [17,18].

En plus de leur capacité d’hydrolyse les graisses, les lipases peuvent catalyser bon
nombre de réaction allant de I’hydrolyse a I’estérification sans oublier les réactions
d’alcoolyse et I’acidolyse. Cette particularité des lipases de catalyser diverses réactions en
fonction du microenvironnement de 1’enzyme, ainsi que leurs spécificités et leurs conditions
douces de réaction, les rendent intéressantes du point de vue industriel. Un autre avantage
intéressant et que ces biocatalyseur ne nécessitent pas la présence d’un coenzyme

contrairement a beaucoup d’autres [19,17].

K1\{
a
( HQ
+ 3H20 —_—
/\ -

a}
\ HO

Fig.II.1. Réaction d’hydrolyse complete de triglycérides (TG) par une lipase non-sélective dans un
milieu aqueux

IL.2. Origine et classification des lipases

Les lipases sont largement répondues dans la nature ou elles ont un role physiologique
important dans le métabolisme des graisses. On les retrouve aussi bien dans le regne végétal ;
chez les invertébrés et les vertébrés mais €galement chez des nombreux microorganismes,

principalement sous forme de protéines extracellulaires [20] [21].

13
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I1.2.1. Lipase végétales

Les lipases sont largement répondues 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 (0il bodies). Sous 1’action de lipase ces triglycérides sont
hydrolysés sous forme d'acides gras dont le rdle est de fournir I'énergie nécessaire a la
germination de la graine et au développement de la jeune plante [21].

Les lipases végétales peuvent étre classées en trois grands groupes. Le premier groupe
est Constitué par les triacylglycérols hydrolases qui sont principalement présentes dans les
graines. Leur étude revét une importance économique capitale puisqu'elles sont responsables
en grande partie de 1'altération des graines pendant le stockage. Les constituants du second
groupe, dénommés acylhydrolases, sont présents dans divers tissus de la plante. Ces enzymes
présenctent peu de spécificité pour leur substrat ; elles sont incapables d'hydrolyser les
triglycérides mais elles peuvent catalyser certaines réactions de transestérification. Les
principales acylhydrolases sont les phospholipases A et B ; les glycolipases, les sulfo-lipases
et les mono-glycérides lipases.

Le troisieme groupe est constitué par les phospholipases C et D [22].

Les lipases végétales 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 mirissement des fruits. Par exemple, les chlorophylases
(chlorophylle-chlorophylido hydrolases), présentes dans la membrane des thylakoides des
chloroplastes, interviennent dans le catabolisme de la chlorophylle. Chez les plantes
supérieures, les lipases interviennent dans la biosynthese de transducteur intervenant dans les
mécanismes de régulation ou de défense contre une variété de pathogenes. En effet, les
oxylipines octadécanoiques telles que l'acide jasmonique sont synthétisées a partir d'acides
gras, notamment d'acide alpha- linolénique, en présence de lipases membranaires. Certaines
protéines végétales possédant une activité lipolytique peuvent avoir un effet cytotoxique pour
les cellules animales. Par exemple, la ricin, une glycoprotéine isolée de la graine de Ricinus
communis, induit le blocage de la syntheése des protéines par inactivation des ribosomes. Leur
étude a permis leur utilisation comme immunotoxines dans le traitement de certains cancers
[21].

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 et elles présentent des spécificités
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de substrat atypique comparées aux lipases microbiennes. Par exemple, la lipase des graines
de colza (Brassica napus), obtenue par simple homogénéisation de graine dans un tampon
adéquat, est utilisée industriellement dans la modification d'huile de tournesol ou dans

l'enrichissement de I'huile de primevere en acide y-linolénique [22] [23].

I1.2.2. Lipase de mammiféres

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 lingual,
pharyngal, gastrique et pancréatique.
Le second groupe correspond aux lipases présentes dans le cerveau, les muscles, les arteres,
les reins, la langue, les fois et les tissus adipeux.
Le troisieme groupe correspond aux lipases produites par les glandes galactogeénes produisant
le lait maternel [23].

Les lipases de mammiferes les plus étudiées sont les lipases liées a la digestion des
graisses et leur absorption, elles hydrolysent les lipides alimentaires dans I’estomac et ne

nécessite pas la présence de cofacteurs pour étre actives [21].

I1.2.3. lipases microbiennes

Les lipases sont largement répandues chez les bactéries, les levures et les champignons
filamenteux. L’intérét des lipases microbiennes n’a cessé de s’accroitre au cours des 25
dernieres années, principalement en raison du grand nombre d’application qu’elles offrent
dans des domaines tres variés.

Les lipases microbiennes présentes une grande stabilité vis-a-vis de température, des
détergents et des enzymes protéolytique [23]. Elles sont produites par fermentation en
présence de substrats inducteurs tels que les acides gras. Selon leur excrétion exo- ou
endocellulaire, les lipases sont séparés plus ou moins facilement par différentes méthodes.

Le tableau suivant illustre quelques especes microbiennes productrices de lipase
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Tableau II.1 : quelques espéces microbiennes productrices de lipase.

Espece Substrat inducteur Mode de séparation Références
Yarrowia lipolytica Acide oléique Une centrifugation [60,61]
Saccharomyces Galactose (2min, 3700rpm, 4°C) [62]
cerevisiae permet de récupérer le
Burkhlderia cepacia | Isopropyl-béta-thio- | surnageant de culture [63]
galactosise
Le surnagent obtenue [64]
Candida antartica A méthanol par centrifugation a 4°C
a été filtré pour

récupérer la lipase

Le surnagent obtenu par [65]
centrifugation a
Bacillus sp blé 10000rpm a été purifié
par la solution de
sulfate ~ d’ammonium
afin  d’obtenir  une

précipite (I’enzyme)

I1.2.4. les cutinases
Les cutinases sont des enzymes produites par différents champignons pathogenes et
phytopathogenes tels que Fusarium solani, qui est 1 agent responsable de la formation de
mycétome chez 1 homme ou tels que Fusarium oxysporum radicis-lycopersici qui est
responsable de la pourriture de la racine et du collet chez de tomate et certaines céréales. Elles
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. Comme elles sont actives aussi
bien en solution moléculaire vraie qu’en systéme bi phasique, les cutinases sont en quelque
sorte le lien entre estérases et lipases [31] [21].
Les cutinases sont capables de dégrader la cuticule des végétaux en clivant les liaisons
esters des polymeres de cutine. Elles sont également capables d hydrolyser des triglycérides a
courtes chaines Des acides gras avec une efficacité comparable a celle de lipase pancréatique

[32].
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I1.3. spécificités des lipases
I1.3.1. Régiosélectivité envers les triglycérides

C’est la spécificité d’une lipase pour I’hydrolyse préférentielle des fonctions esters a une
position donnée du triglycéride. La lipase pancréatique humaine (HPL), la lipase pancréatique
porcine (PPL) et la lipase de Rhizopus arrhizus (RAL) sont ainsi régiosélectives vis-a-vis des
esters d’alcools primaires en position sn-1 et sn-3 des triglycérides, tandis que seule la lipase
A de Candida antartica a montré une préférence pour la position sn-2. Par contre, d’autres
lipases hydrolysent indifféremment toutes les liaisons ester au sein de la molécule de TG, ne
faisant pas de discrimination entre leurs positions dans la molécule. Ce sont par exemple les
lipases de Penicillium expansum (Stocklein et al, 1993), de Pseudomonas cepacia et de

Candida rugosa.

;  Lipases
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Fig. I1.2 : identification des liaisons esters potentiellement hydrolysable par les lipases [33].

I1.3.2. chimio sélectivité
Les lipases peuvent catalyser spécifiquement la transformation d’une fonction données,
lorsqu’un substrat présente plusieurs fonctions de natures différentes susceptibles des réagir :
SH, OH, HN.
La chimio sélectivité et la cinétique de la réaction sont amplement influencées par les

conditions acido-basiques du milieu réactionnel [34].
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I1.3.3. stéréo-sélectivité
Elle est définie par la sélectivité observée en fonction de la longueur des chaines
carbonées, du degré d’insaturation de 1’ester hydrolysé. La stéréo-sélectivité est souvent reliée

a la topologie du site actif [35].

I1.3.4. Enantio-sélectivité
L’énantion-sélectivité se définit comme la spécificité d’une enzyme pour un substrat en
fonction de sa stéréo chimie. Des études récentes illustrent parfaitement la capacité des lipases
a catalyser la N-acylation énantio-sélective de molécules aminées a centre chiraux. Ces
propriétés d’énantio-sélectivité seraient dues a une conformation tridimensionnelle

particuliere des résidus aminés catalytiques de leur site actif [36].

I1.4. caractéristiques structurelles des lipases

C’est au début des années 1980 que les premicres lipases et estérases ont été purifiées et
caractérisées au point de vue biochimique [37].
Les lipases sont des enzymes tres variables de par leurs origines et leurs spécificités de
substrats. Les plus petites ont des masses moléculaires de 20-25 KDa tandis que les plus
grosses ont des masses moléculaires de 60-65 KDa. Les premieres structures
cristallographiques publiées ont été celles de lipases du champignon filamenteux Rhizomucor
miehei et de lipase pancréatique humaine [21][38].
Bien que les séquences peptidiques montrent trés peu des similitudes entre elles,
principalement en raison de I’hétérogénéité de leur origine, les lipases présentent dans

I’ensemble la méme structure tridimensionnelle [21].

I1.4.1. Les o/p hydrolases
Le repliement o/ 3 est le motif de base de nombreuses hydrolases telles que les lipases et
les estérases mais également I’acétylcholine 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 formant un repliement dit
ao/p hydrolases (Figure. I1.3).
Autour de ce domaine central, viennent se greffer diverses structures peptidiques

responsables des propriétés catalytiques de I’enzyme ainsi que la spécificité de substrats.
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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 Asp /
glu-His [39] [40].

De plus, la sérine catalytique est généralement incluse dans la penta peptide 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 5éme brin et
immédiatement suivi d une hélice. L’histidine de la triade catalytique est située a 1 extrémité
carboxyle-terminale du dernier brin de feuillet constituant le repliement / tandis que 1 acide
carboxylique est généralement situé a l’extrémité du 7¢me brin, sauf pour la lipase

pancréatique ou il est situé a 1 extrémité du 6eme brin [40][21].

D

Asp

Fig. I1.3: schéma Les o/p hydrolases

I1.4.2. La triade catalytique
Le site catalytique apparait toujours sous la forme d’une triade hautement conservée :
serine, histidine et un acide, généralement 1’aspartique (ou glutamique plus rarement). Elle a
été mise en évidence par Brady et al, 1990.
L’emplacement des résidus de la triade catalytique est précisé sur la figure 5 la serine
catalytique se situe au centre d’un pentapeptide consensus Gly-X-Ser-X-Gly (GXSXG),

ou’les résidus X correspondent a des acides aminés quelconques. Cette structure permet a
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la serine d’étre d’une part proche de I’histidine catalytique et d’autre part bien positionnée
pour I’attaque nucléophile du substrat [27, 41].

Récemment une autre famille de lipase a été mise en évidence : la famille « GDSL » ou™ la
serine catalytique est placée dans la séquence consensus GDSL. Par exemple, les lipases de

brassica napus (navet) appartiennent a cette famille [42].

11.4.3. le volet amphiphile et I’activation interfaciale des lipases

Les lipases sont solubles en milieu aqueux mais exercent leur activité hydrolytique
essentiellement sur des substrats peu ou non solubles dans I’eau. L’activité des lipases est
beaucoup plus importante lorsque les substrats sont sous formes d’émulsion, de micelles.
Elles agissent alors a I’interface eau /lipide et leur activité est liée a la présence de cette
interface. On parle alors de phénomene d’activation interfaciale [43]

Le site actif des lipases peut €tre recouvert par un domaine mobile amphiphile (appelé
aussi volet ou « lid »). Lorsque I’enzyme est au contact d’une interface eau/lipide, ce volet
s’écarterait permettant la fixation du substrat et son hydrolyse [44, 45]. En absence
d’interface, une tres faible activité est observée. On suppose que volet cacherait alors le site

actif (Figll.4.).

volet amphiphile en

Yolet amphiphile en
PhiR position ouwerte

position fermee

FORME DE
FAIBLE ACTIVITE

FORME DE
PLEIME ACTIVITE

Fig. IL.4. : Représentation schématique des deux conformations d’une lipase.

La présence d’un volet amphiphile a été démontrée par les études cristallographiques de
plusieurs lipases (fig. I1.5). Cependant, certaines lipases ne suivent pas strictement cette regle.
Par exemple, la lipase B de Candida antartica posseéde en guise de volet une courte hélice tres
mobile et ne montre pas de phénomene d’activation interfaciale. Le site catalytique de la

cutinase de Fusarium solani est directement exposé aux solvants et I’enzyme ne présente pas
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de phénomene d’activation interfaciale mais hydrolyse aussi bien des substrats peu solubles

[27].

site actif exposé A volet amphiphile

conformation ouverte conformation ferrmée

Fig. IL.5. Représentation moléculaire des deux conformations de la lipase de Thermomyces
lanuginosa d’apres Svendsen, 2000.

11.4.4. trou oxyanion

Le trou oxyanion est constitué de deux acides aminés dont les groupements amides
stabilisent 1’état de transition du substrat en forment avec celui-ci deux liaisons hydrogenes, le
premier de ces deux acides aminés est localisé au sein de la séquence consensus G-X-S-X-G,
apres la serine catalytique. L autre peut étre un acide aminé placé apres une glycine conservée
(GX) ou apres trois glycines (GGGX), définissant ainsi deux types de trou oxyanion. Cette
classification en deux types de trou oxyanion semble corréler avec une différence de
spécificité de substrat. En effet, les lipases dites de type GGGX sont spécifique a chaines
carbonées courtes tandis que les lipases de type GX sont spécifique des substrats a chaines

carbonées moyennes et longues [43].
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(a) (b)
anchor
(D81}
{F125)
G
(DEF) (G124)
(MHP) Y1
X (G123)
(582)
G
(G122}
G
(Ga1)

Fig.I1.6. Deux types de trous d'oxyanions. (a) Type de GX dans R. miehei (entrée PDB
4TGL):phosphonate de diéthyle stabilisée par des liaisons hydrogene avec Leul45 et Ser82.
(b) Type G GG X en C. lipase rugosa (APB d'entrée 1 LPM): (1R) méthyl phosphonate hexyle
stabilisé par des liaisons hydrogeéne avec Gly124 et Ala 210. Substrat est représenté en noir et de
I'hydrogeneobligations sont schématisées par des traits pointillés.

I1.4.5. Arrimage du substrat dans le site actif

La cristallisation des lipases en présence et absence d’analogues d’états de transition a permis
d’identifier les sites actifs ainsi que de les classer en trois sous-groupes par rapport a la
topographie et a la fixation de la partie alcool( acyle —R-C=0) et acides des esters(alkyle OR).

¢ En forme de crevasse hydrophobe. Située a la surface de la protéine (Rhizomucor et

Rhizopus).
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¢ En forme d’entonnoir (Borkholderia cepacia, candida antarica B).

Ser105

e En forme de tunnel (Candida rugosa).

Fig. IL1.7. Trois topologies de site actif de lipase.Les acides aminés de la triade catalytique sont colorés
(Ser catalytique: bleu, Asp ou Glu: rouge et His: orange)

Le site de fixation de la partie alkyle est similaire dans toutes les lipases. Il s’agit d’une
poche contenant deux zones. Une large poche hydrophobe en amont de la sérine catalytique et
une, plus petite en aval de la sérine catalytique qui serait responsable de la stéréo-sélectivité
des lipases. En revanche, la topologie du site actif de fixation de la partie acyle varie
considérablement selon les lipases [47]. Trois topologie ont été proposées par pleiss et coll
dont les vues de coté et de dessus sont représentées en figure I1.7. La spécificité de longueur
de chaine est attribuée a la longueur et aux propriétés du site de fixation de la partie acyle
[48].

I1.5. Mécanisme d’action :

Le mécanisme d’action des lipases est identique a celui des protéases a serine qui a été dés
les années 60. Le mécanisme de catalyse fait appel a une sérine particulierement réactive,

située au sien du site actif. La serine est activée par un relais de charge formé en amont par
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I’histidine et ’acide aspartique (ou 1’acide glutamique) de la triade catalytique.la figure I1.8

montre les différentes étapes de I’hydrolyse d’un ester par une enzyme lipolytique [27].
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Fig. I1.8 : Schématisation de I’hydrolyse d’un ester par une enzyme lipolytique [49].

Le substrat figure en rouge. Les acides aminés catalytiques sont en noir. Les acides aminés

impliqués dans la composition du puits oxyanionique sont en bleu.

La premiere étape de la catalyse est ’approche de 1’ester qui va subir une attaque
nucléophile du résidu serine (figure I1.8). Il se forme ensuite un intermédiaire tétraédrique
portant une charge négative sur I’oxygene (figure I1.8 B).cet intermédiaire, désigné également
sous le terme d’oxyanion, treés instable, est stabilisé au sein d’un puits oxyanionique (poche

hydrophobe) par de pont hydrogenes. Par retour de la charge portée par I’oxyanion, le
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groupement alcool est libéré (figure I1.8 C).le groupement acyle resté 1i€ a I’enzyme, formant
I’intermédiaire acyle/enzyme, subit ensuite 1’attaque de molécules d’eau (figure 11.8D). Il y a
formation d’un deuxieme complexe tétraédrique qui se dissocie ensuite en libérant le produit

carboxylique d’une part et I’enzyme sous sa forme native d’autre part (figure I1.8E) [27]
I1.6. Réactions catalysées par les lipases

Les lipases peuvent catalyser un grand nombre de réactions allant de l'hydrolyse a
l'estérification sans oublier les réactions d'alcoolyse et d'acidolyse. Cette particularité des
lipases de catalyser diverses réactions en fonction du microenvironnement de 1'enzyme, ainsi
que leurs spécificités et leurs conditions douces de réactions, les rendent intéressantes du
point de vue industriel [21] [50].

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
l'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 [51].

I1.6.1 Réaction d’hydrolyse
L'hydrolyse de triglycérides en acides gras et en glycérol constitue une réaction importante
dans les processus industriels des huiles naturelles et des graisses.
L’hydrolyse permet la production d’acides gras pouvant étre convertis en alcool gras, ou

employés dans des réactions d estérification ou de transestérification [52] [53].

I1.6.2 Réaction de synthese
En plus de leur fonction naturelle d’hydrolyse, les lipases posseédent également la capacité
de synthétiser des esters : la quantit¢ d’eau du milieu détermine le type de la réaction
favorisée. Dans les réactions d estérification a I’aide de biocatalyseurs, I’eau est un produit de
la réaction. A partir d'une certaine teneur, elle affecte 1'équilibre de la réaction entrainant la

réaction inverse : I'hydrolyse [54] [55].
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I1.6.2.1 La transestérification :

La transestérification comprend trois réactions qui sont: interestérification, alcoolyse et
acidolyse. Elle implique la réaction d'un groupe acyle avec un alcool (alcoolyse) ou avec le
glycérol (glycérolyse) [50] [56].

A) Interestérification :

Lors de la réaction d interestérification un groupe acyle est transféré a un acide gras
(Acidolyse) ou a un ester d'acide gras [54]. Certaines huiles végétales, comme par exemple
I’huile de palme et I’huile d’amande douce, présentent des limites
D’applications a cause de leur teneur élevée en acides gras saturés qui sont associés aux
maladies cardio- vasculaires. Pour élargir leur utilisation commerciale ces huiles végétales
peuvent étre modifiées physiquement (par fractionnement) ou chimiquement, par mélange
avec d autres huiles ou par traitement enzymatique (interestérification). De telles
modifications des huiles et des maticres grasses permettent également aux industries de
répondre a la demande des consommateurs en produits plus sains [57] [51]. L’utilisation des
solvants en interestérification nécessite une désodorisation du produit final, en revanche I
interestérification enzymatique réalisée en absence de solvants organiques, est une trés bonne
alternative. De plus | utilisation de lipases spécifiques des positions sn 1 et sn 3 des
triglycérides, permet d obtenir des produits avec des caractéristiques qui ne pourraient pas étre
obtenues par interestérification chimique [56].

B) Alcoolyse : C est une réaction d'un ester avec un alcool monovalent tel que 1'éthanol et
butanol ou un alcool polyvalent tel que la glycérine pour produire un ester avec des différents
groupes d alkyl [S51].

¢) Acidolyse : C est une réaction d'un ester avec un acide qui mene a un changement de

Y

groupe acyle (un groupe acyle est transféré a un acide gras) [58].

Hydrolyse :
RCOOR + H20 ——»R COOH + R OH

Synthese:

-Estérification:
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RCOOH + R OH—RCOOR + H20

-Interestérification

RICOOR 1 + R2COOR 2 —R1COOR 2 + R2COOR 1

-Alcoolyse:
RICOOR 1 + R20H ——» R1COOR 2 + R1 OH

- Acidolyse:
R1COOR 1 + R2COOH R1COOR2 + R1 COOH

Fig. I1.9 : Réactions catalysées par les lipases [57] [58].

I1.7. les principales méthodes d’extraction et de purification utilisées

a grande échelle
I1.7.1 méthodes d’extraction.

L’extraction a pour but de libérer les enzymes des cellules ou structure subcellulaire au sein
des quelles ils se trouvent, il est donc nécessaire de détruire selon le cas, la paroi la membrane
cellulaire et les structures subcellulaires par des procédés physiques ou chimiques
suffisamment efficaces sans pourtant étre trop dénaturants, cette extraction doit se faire a
froid, en présence de substance protégeant I’activité enzymatique.

Les méthodes utilisées peuvent étre classés en méthodes physiques ou chimiques indiquées
par leur ordre décroissant de leurs conformités
1- Utilisation d’abrasifs. 2- Extraction homogénéisation a haute

Pression (liquide shear).

3- choc osmotique. 4- traitement alcalin

5- emploi de détergents 6- extraction par décomposition en milieu
Solide.

7-lyse enzymatique. 8- sonication

9- Extraction par les solvants organiques.
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I1.7.2 Méthodes de purification
La purification quand elle est réalisée sur le milieu d’extraction clarifié (enzyme
endocellulaire) ou le liquide obtenu apres élimination des micro-organisme (enzyme exo
cellulaire).
Les méthodes employées sont celles utilisées pour la purification des protéines on peut
distinguer
-les méthodes par précipitation Ypar sels.

Changement de la composition chimique du milieu.

-les méthodes par chromatographie K en batch
En colonne

- L’extraction liquide-liquide (cours de bio séparation)

IL.8. Application industrielle de lipase

Les lipases catalysent les réactions d’hydrolyse des huiles et graisses, mais aussi les
réactions de bioconversion de ces substrats. Elles sont utilisées dans différents procédés
industriels comme 1’industrie des détergents, le traitement des déchets, I'industrie laitiere,
I’alimentation humaine et animale, la modification des huiles et corps gras. Contrairement aux
lipases commercialisées actuellement, majoritairement d’origine microbienne, la production
de lipases végétales ne demanderait aucunement I’intervention d’organismes génétiquement
modifiés. L’origine végétale de 1’enzyme, inexistante sur le marché actuel, garanti
naturellement que ces lipases sont dépourvues d’agents pathogenes pour les animaux tels que
les virus ou les prions. Cette origine ouvrirait de plus la voie a de nouvelles possibilités dans

le secteur agro-alimentaire ou cosmétique.
I1.8.1 Applications dans les détergents

Les taches d’huile et de graisse ont toujours été difficiles a enlever. Souvent, on n 'y
parvenait qu’en cuisant le linge. Mais bon nombre de textiles modernes doivent étre lavés a
températures modérées, ce qui rend la tache plus ardue encore. Les lipases apportent une aide
précieuse dans ce domaine. Leur utilisation dans les détergents (Lessives ménageres) est le

champ d application le plus important des lipases [47:48].
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Elles sont capables, en effet, de fragmenter en petites particules les taches de graisse, par
exemple de rouge a levre, de beurre, d’huile et des produits de beauté. Le bain de lessive

pourra ensuite évacuer ces particules [49] [50].

I1.8.2. Applications en bioremédiation

Les milieux aquatiques d’eau douce ou d’eau salée, ainsi que les sols, sont fréquemment
contaminés par les huiles minérales. Ces contaminations constituent un probléme
environnemental et écologique majeur [48].

Les lipases sont utilisées en environnement et en bioremédiation. Les effluents des industries
agroalimentaires sont souvent riches en lipides et en graisses, ce qui peut entrainer le
colmatage des canalisations. L’addition de lipases ou la culture dans ces effluents, permet d
en réduire la charge en lipide. Les lipases sont également utilisées lors de traitement de sols
contaminés par des hydrocarbures. La bioremédiation est devenue la méthode la plus utilisée

pour restaurer des environnements pollués [51] [52].

11.8.3. Applications dans | industrie agro-alimentaire

Un grand nombre d'applications hydrolytiques additionnelles ont été décrites pour les

lipases microbiennes, y compris le développement de saveur pour les produits laitiers
(fromage, beurre, margarine, boissons alcooliques, chocolat du lait et bonbons), réalisé par
I'hydrolyse sélective de gros triglycérides pour libérer des acides gras ; ceux-ci peuvent agir
en tant que saveurs ou précurseurs de saveur [48]. Dans 1 industrie agro-alimentaire, les
lipases sont couramment utilisées en boulangerie,
en biscuiterie, en chocolaterie et dans la fabrication de produits laitiers ou fermentés. Elles
interviennent dans la maturation des fromages et de certaines charcuteries (saucissons,
salamis) [52].
Un des domaines d'application concerne le développement des aromes par les lipases
exogenes (lipase pré-gastrique ou microbienne) qui accélerent le développement d'ardmes lors
de la maturation de fromages. L hydrolyse de la matiere grasse conduit, en fonction de la
spécificité de 1 enzyme utilisé, a la libération d acides gras a courte chaine (C4-C6) ou a plus
longue chaine (C12-C14), ce qui donne des ardmes plus au moins forts au produit. Les lipases
sont également utilisées dans I’interestérification d’huile et de graisses pour produire des
acylglycérols modifiés, impossibles a obtenir par des procédés de synthese chimique
conventionnels [49] [50].
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I1.8.4 Les lipases en industries cosmétique

Dans | industrie des cosmétiques et de la parfumerie, les lipases sont utilisées dans la
synthése d’ardme soit par réactions de transestérification comme pour le 3,7-dimethyl-4,7-
octadien-1-ol qui présentent un ardbme de rose ou soit par estérification directe. En effet, de
nombreux esters de faibles masses moléculaires tels que 1 acétate d éthyle, 1 acétate d
isoamyle sont des constituants d’ar6me.

Ils sont obtenus a partir de 1’alcool et de 1’acide correspondant en systéme non aqueux en
présence de lipases de C. antarctica ou de R. miehei sous forme immobilisée. Les rétinoides
(vitamine A et dérivés) sont de grand potentiel commercial dans les produits de beauté et de
médicaments tels que produits du soin de la peau. Les dérivés du rétinol solubles dans I'eau

ont été préparés par réaction catalytique de lipase immobilisée [21] [52].

I1.8.5 Application médicinale et pharmaceutique

Les lipases sont largement mises en ceuvre dans | industrie pharmaceutique pour la
syntheése des médicaments ou dans la préparation d’intermédiaire homochiral optiquement
actif. C’est le cas de la nikkomycin-B, des anti-inflammatoires non stéroidiens, de certains
agents antimoraux, de certains antibiotiques ou vitamines. Par exemple, le naproxéne est un
anti-inflammatoire non stéroidien dont 1’énantiomere (S) est 28 fois plus actif que
L’énantiomere [21].

Les Lipases de Candida rugosa ont été utilisées pour synthétiser lovastatin, une drogue qui
diminue le taux de cholestérol du sérum. L'hydrolyse asymétrique de 3-phenylglycidic ester acide
qui est une clef intermédiaire dans la synthese d'hydrochloride du diltiazem, une vasodilatateur
coronaire largement utilisé, a été emportée avec S. marcescens [52].

Les lipases de Burkholderia plantarii et de Serratia marcescens sont utilisées aussi pour la
production de (2R, 35)-3-(4-méthoxyphényle) méthyle glycidate employés dans la synthese
d’un antagoniste du calcium: le Diltiazem TM [47][53].

I1.8.6. Production de polymeres biodégradables

Lipases peut étre utilis€ comme biocatalyseur dans la production des composés
biodégradables utiles. L'oléate du butyle a été produit par estérification direct de butanol et
D’acide oléique pour diminuer la viscosité de biodiesel dans 1 usage hivernal. Les esters

Trimethylol propane ont aussi été synthétisés de la méme fagcon comme lubrifiants. Lipases
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peut catalyser des syntheses d'ester et des trans-estérifications. Les polyesters aromatiques

peuvent €tre synthétisé€s par des biocatalyseurs de lipases [49] [21] [52].

Tableau II.3 : Application industrielle de lipase

Domaine Action principale Utilisation

d’application

Alimentation :

-laiterie et -Hydrolyse des lipides. -Modification de la saveur et

boulangerie. conservation.
-Hydrolyse des lipides. -modification de 1 aréme et

-Brasserie. accélération de la fermentation.
-Hydrolyse des lipides. -Développement de la saveur et

-boucherie,

I’élimination de I’exces de graisse

poissonnerie.

-Inter estérification des -Formulation des huiles, margarines
huiles naturelles. et beurres.

-Huilerie.

Chimie fine :

-Corps gras. -Hydrolyse. -Production d acides gras, mono et
-Estérification diglycérides.

-Production d’esters et résolution de
mélanges racémiques.
-chimie analytique. -Hydrolyse des lipides. -Dosage des glycérides et analyse de

la distribution des acides gras.

-détergents ; -Hydrolyse des lipides. -Elimination des taches, traitement
dépollution. des eaux grasses et dégraissage des
-Hydrolyse des lipides Ccuirs.
-cosmétique. -Elimination de graisses et
formulation.
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Médecine et

pharmacie

-Hydrolyse des lipides

-Traitement d insuffisance
pancréatique
(malabsorption des graisses).
-Analyse des triglycérides
plasmatiques.
-Synthese stéréospécifique de
produits

pharmacologiquement actifs.
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III.1. LA SOURCE DE LIPASE

La lipase est une enzyme qui présente dans la plupart des tissus animaux et végétaux, et dans

de nombreux microorganismes.

Dans le présent travail la lipase choisie est d’origine végétale, a partir de graines de ricin,

Ricinus communis.

Le ricin est une plante originaire du Nord-est africain et du Moyen-Orient. Apres s'étre
répandue vers 1'Inde et la Chine, elle envahit I'Amérique au 16e siecle. Grace a l'extréme
viabilité de ses graines qui germent facilement dans une grande variété de sols, elle a pu
s'acclimater spontanément aux régions tropicales et subtropicales du monde entier. De type
arbuste, elle possede de longues feuilles palmées qui ressemblent un peu a des doigts et des

graines en forme de feves contenues dans des capsules épineuses assemblées en grappes.

De couleurs et de motifs variés, les graines de ricin sont également treés jolies et tres
populaires dans un type de bijouterie fantaisie produite dans les Caraibes. Malheureusement,
cela les rend également tres appétissantes, ce qui leur a valu d'étre a l'origine de

I'empoisonnement de jeunes enfants ayant sucé ou mangé les billes faites a partir de ces

graines. Car le ricin contient également une toxine tres dangereuse : la ricine.

II1.2. Substrat

La réaction d’hydrolyse des lipides a été choisie comme réaction type pour la caractérisation
de I’enzyme de ricin. L'huile d'olive commerciale composée d'environ 99 % de lipides a été
choisie comme substrat principal de cette réaction. Le 1 % restant constitue les composés

mineurs ; il s'agit essentiellement d’antioxydants, de composés phénoliques et de Squalenes.

33



Partie expérimentale

La matiere grasse de 1'huile d'olive est composée de triglycérides qui contient une quantité
particulicrement élevée d’acides gras mono insaturés qui représentent 80 % de son

contenu en lipides [59].
Les caractéristiques de 1'huile d'olive sont les suivantes :

¢ point de fumée : 210 °C

o densité : 0,92 g.cm'3

e apport calorique : 900 kcal pour 100 grammes ;

e conservation : I'huile d'olive rancit moins vite grace a son indice d'iode peu élevé. Elle
se conserve mieux si elle est stockée au frais et protégée de la lumiere. Il est préférable
de la consommer dans les deux années suivant sa fabrication.

e Masse molaire moyenne : 278,6 g/mole [48].

II1.3. Extraction de la lipase brute

Des graines de ricin (83 g) épluchées ont été broyées a I’aide d’un mortier dans 250ml d’eau

distillé, le broyat obtenu est filtré a 1’aide d’une bande a gaze.

Les étapes de broyage, de filtration d’extrait enzymatique sont  représentées sur

le schémal.l. :

Eplucher les graines de ricin

Dissolution dans
I’eau distillée

Filtration sur la gaze

Fig.IIL.1. Protocole d’extraction et préparation de I’extrait enzymatique brut de la lipase de graines de
Ricin
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I11.4. Purification partielle de la lipase

L’extrait brut obtenu sera purifié pour isoler I’enzyme et éliminer les composants qui peuvent
étre des agents de contamination ou d’altération (lipides, protéines, sels minéraux....). La
précipitation avec les solvants organiques parmi les méthodes qui sont simples dans leur mise
en ceuvre et qui sont largement utilisées pour la séparation des protéines et des enzymes.
L’acétone a été choisie comme un agent de précipitation puisque il est relativement peu
couteux et est disponible sous une forme pure avec peu de contamination qui peut inhiber ou
empoisonner ’enzyme. La méthode de précipitation a décrite dans plusieurs travaux [60, 61,

62].

I1.4.1. Mode opératoire :

La purification de I’enzyme a été réalisée a 4°C comme suit [63]: trois volumes d’acétone
glacial sont versés goutte a goutte dans un volume de 1’extrait brut disposé sous agitation dans
la glace pilée. Une fois I’acétone est versé totalement, le mélange (extrait brute -acétone) est
laissé dans le réfrigérateur a 4°C pendant 2heures. 1l se forme alors un précipité blanc. Sa
récupération se fait par centrifugation a 3000 rpm pendant 10 minutes. Le culot récupéré a été
séché a température ambiante, la poudre obtenue est I’extrait enzymatique de la lipase
partiellement purifiée (EEPP).

Les étapes de purification sont récapitulées dans la figure 11.2 :
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Aprées 2 heures
dans le frigo il se
forme un précipité

Centrifugation a
3000 rpm,
pendant 10 min

Séchage a I’air libre

(Température ambiante)

| L’enzyme apreés séchage

Fig. I11.2 : Etapes de purification de la lipase de graines de Ricin par précipitation a
I’acétone.

I11.4.2. Mesure de ’activité enzymatique

La caractérisation des systemes enzymatiques repose sur la mesure de 1’activité enzymatique

qui a été préalablement définie dans la partie théorique.
I11.4.2.1. Mode opératoire

Le mélange réactionnel est préparé comme suit :
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4+ Dans un erlenmeyer de 250 ml introduire :

- 0,5 Cacl, (0,02 M)
- 3 ml solution tampon pH 7

- 5 ml d’émulsion d’huile d’olive (préparer a 1’aide d’un homogénéisateur par 1’ajout
de I’huile d’olive dans la solution de la gomme arabique, le mélange est agité 4 fois 1
minute en s’arrét 30 secondes entre deux agitations successives pour éviter
I’échauffement de I’émulsion)

+ Déclencher la minuterie aprés I’injection de 1 ml de 1’extrait enzymatique

4 Apres 30 min, stopper la réaction en ajoutant 5 ml d’un mélange acétone/éthanol
(vol/vol)

+ Ajouter quelques goutes d’indicateur coloré (phénolphtaléine)

4 Titrer le milieu avec une solution de NaoH (0,05 M)

L’activité enzymatique sera déterminée par la relation suivante :

AE= (Ve - V). c. 1000/ t. Vg 0))

Avec :
AE : activité enzymatique Ul/ml.
V. : volume de NaoH avec catalyseur (ml).
V.. volume de NaoH sans catalyseur (ml).
C : concentration de NaoH (M).
Vg : volume de I’extrait enzymatique (ml).

t : temps de réaction (min).

I11.4.3. Dosage des protéines par la méthode de Bradford

Tout le long de la procédure de purification il faut déterminer des parametres précis pour
vérifier si notre procédure est adéquate:

» Volume de la solution

» Concentration protéique

» Activité enzymatique

Ces trois parametres nous permettrons de calculer:
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» Activité spécifique
» Activité totale

» Facteur de purification

» Le rendement
De nombreuses méthodes ont été mises au point pour doser les protéines. Ce sont
généralement des méthodes spectrophotométriques basées sur diverses caractéristiques
spectrales ou réactionnelles des acides aminés constituant les protéines. Des comparaisons
entre ces méthodes sont disponibles (Davis, 1988). Le choix dépend des besoins et des
caractéristiques recherchées: fiabilité, sensibilité, rapidité, taille des échantillons, possibilité
de récupérer l'échantillon apres dosage, présence de substances interférentes dans
I'échantillon.
La teneur en protéine dans I’enzyme a été déterminée par la méthode de Bradford [60], en
utilisant 1’albumine comme standard. La technique de Bradford utilise la fixation de bleu de
coomassie sur les protéines. Ce colorant existe sous trois formes: une forme anionique
colorie en bleu (A=590nm), une forme cationique rouge (A=470nm), et une forme neutre
(A=650nm). C’est la forme anionique qui se fixerait préférentiellement aux protéine grace a
des interactions électrostatiques avec les groupements cationiques des protéines.
Gamme d’étalonnage :

Réaliser une gamme d’étalon de 0 a 100 mg/1 de protéine a partir d’une solution mere de 100

mg/l1.
Les solutions enzymatique (brut et partiellement purifies sont diluées pour se situer dans la
gamme).
Tableau III.1 : la méthode de Bradford.
0 mg/l 25mg/l | 50mg/1 | 75mg/l | 100mg/l | Xgp XEEPP
NaoH 250ul 250ul 250ul 250ul 250ul 250ul 250ul
Réactif | Sml Sml Sml Sml Sml Sml Sml
Vétalon | 100ul 100ul 100ul 100ul 100ul 100ul 100ul

Apres la mesure de DO a A=590nm de chaque échantillon nous avons tracé la courbe

d’étalonnage.
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Fig. I11.3. Courbe d’étalonnage de I’albumine par la méthode de Bradford

111.4.4 Résultat et discussion :

Le tableau III.1. Sert a montrer le role et 1’efficacité de chaque étape dans le processus de
purification. Il fait appel a des notions et a des termes précis : le facteur de purification et le

rendement.

Tableau I1IL.2 : caractéristiques des préparations enzymatiques de I’EEB et ’EEPP
de la lipase de Ricinus communis.

Volume | Concentration Activité Activité Activité Facteur de | Rendement de
totale( | de protéines (umol /min.ml) | Spécifique | totale purificatio | purification (%)
ml) (mg/l) (Ul/mg (umol/min |
protéine) )
Eb 225 60,83 8,16 134,14 1836 1 -
EEPP | 215 17 6,00 352,94 1290 2,63 73,52

Le facteur de purification est le nombre de fois qu’on a pu concentrer I’activité spécifique

(par rapport a la premiere étape) durant chacune des autres étapes de la procédure.
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La purification a justement pour but d’obtenir une enzyme de plus en plus pure, ayant donc
une activité spécifique de plus en plus élevée. Notre EEB a une activité spécifique de 134,14
Ul/mg. Suite a la purification, la quantit¢ de notre protéine non active diminue d’ou
I’augmentation de I’activité spécifique qui devient 352,94. Par contre 1’activité enzymatique
est diminue avec une perte de 26,5% et le facteur de purification d’EEPP est triple par

rapport a ’EEB

Le rendement de la purification est la proportion, en%, de la quantité de la protéine purifiée
qui reste par rapport a la quantité initiale. Le rendement diminue a 73,52% puisqu’il est

inévitable qu’on ait des pertes de matériel durant 1’étape de purification.

Une purification est donc un “’compromis’’ entre le désir d’obtenir une protéine la plus pure
possible (facteur de purification éléve) et une quantité maximale (rendement élevé). En effet,
chaque étape supplémentaire, qui permet d’augmenter la pureté, cause des pertes de matériel,

donc diminue le rendement.

IIL.5. Caractérisation de ’EEPP de la lipase de Ricinus communis

Afin de garantir la mise en ceuvre optimale du pouvoir catalytique des enzymes, il est
impératif d’étudier son comportement sous différentes conditions opératoires. Par la suite, il
sera possible de rassembler les conditions optimales donnant 1’activité maximale pour la
réalisation du procédé enzymatique et obtenir ainsi le rendement optimal et la vitesse
maximale pour une réaction donnée. Pour cela, une étude classique a été menée sur les effets
de différents parametres physico-chimiques sur I’activité enzymatique de la lipase semi-
purifiée de Ricinus communis, en choisissant comme réaction typique 1’hydrolyse de 1’huile
d’olive. Les parametres étudiés sont : La température, le pH, la concentration en substrat, la
présence des effecteurs. Un seul parametre est changé a la fois et sa valeur optimale sera

maintenue pour la suite des expériences.
II1.5.1. Effet de température sur I’activité enzymatique :

Examinons maintenant I’effet de la température du milieu sur la réaction enzymatique qui s’y

déroule.
II1.5.1.1 Mode opératoire :

L’activité de la lipase a été déterminée pour différentes températures comme suit :
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Préparer les milieux réactionnels dans 6 erlenmeyer (Ile méme protocole de préparation
précédemment) dont la concentration d’enzyme est 0.4 g/10ml de solution tampon
pH7

Préparer les mémes milieux réactionnels sans catalyseur (les témoins)

Mettre les erlenmeyer dans les étuves a température constante (20, 30,40 ,50 ,60 et 70
°C) pendant 30 min.

stopper la réaction en ajoutant 5 ml d’un mélange acétone/éthanol (vol/vol)

Mesurer I’activité enzymatique pour chaque température.

II1.5.1.2. Résultats et discussion

4,5

3,5 /\
5 /\

g N \
1,5 \

A(UI/ml)

0,5

T(°C)

Fig. I11.4 : Effet de température sur I’activité enzymatique de la lipase de ricin (pH 7).
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Fig.IIL5. Effet de température sur le rendement d’hydrolyse de I’huile d’olive par la lipase de ricin
(pHT)

La figure (II1.5) Représente la variation de I’activité enzymatique (A) en fonction de la
température (T). L’activité enzymatique de la lipase augmente avec la température jusqu’a
atteindre son maximum (3,86UI/ml) a la température optimale 40°C. Au-dela de cette valeur,
Pactivité décroit considérablement de plus de 50% pour une augmentation de 10°C
seulement. Pour des températures entre 50 et 70°C, I’activité enzymatique est faible

(0,83U1/ml).

La vitesse enzymatique augmente avec la température puisque l'interaction entre 1'enzyme et
son substrat devient plus importante a forte température. Cependant, au-dela d’une certaine
valeur de température la lipase étant une protéine, sa structure sera altérée. A températures
élevées, la protéine se dénature et perd donc une partie de son activité enzymatique. L'activité
enzymatique sera donc la résultante de la variation de la vitesse de la réaction enzymatique et
du pourcentage de dénaturation de l'enzyme en fonction de la température. Ainsi, l'activité
enzymatique augmente jusqu'a une température optimale puis diminue pour atteindre une

activité faible a des températures élevées.

N

Les valeurs optimales peuvent €tre comparées a celles obtenues avec d’autres lipases
végétales pour Jatropha curcas, Triticum aestivum, Brassica napus (37°C) ou bien avec la

lipase de Cucumis melo (31-40°C) (Sonali Seth et al. 2014).
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I11.5.2. Effet de pH sur P’activité enzymatique de la lipase:
I11.5.2.1. Mode opératoire :

Préparer une gamme de 5 erlenmeyer, contenant le mélange réactionnel de la réaction
d’hydrolyse dans une solution tampon de pH 3 a 9. a température ambiante et sous

agitation constante 200 rpm.

Déclencher la minuterie apres 1’injection de 1 ml de I’extrait enzymatique

Préparer une méme gamme qui contient la méme composition de milieu réactionnel
sans enzyme

Apres 30 min ajouter 5 ml de solution d’arrét (éthanol/acétone)

Titrer avec la solution NaOH (0,05 M)

Mesurer I’activité enzymatique pour chaque pH.
I11.5.2.2. Résultats et discussion :

Les résultats obtenus sont représentés sur la figure II1.6.

3,5

T BN
=
= 2,5
% , / AN
3 . rd N\
E ) /
=4 /

0,5

0

0 2 4 6 8 10
pH

Fig. I11.6 : Effet de pH sur I’activité enzymatique de la lipase de Ricinus communis
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Fig.111.7. Effet de pH sur le rendement d’hydrolyse de I’huile d’olive par la lipase de ricin

L’activité enzymatique est tres dépendante du pH. En général une enzyme possede une zone
de pH optimum ou son activité est maximale. De part et d’autre de cette zone, plus ou moins

étroite, I’enzyme est progressivement inactivée.

A pH optimale, lipase possede une conformation bien déterminée qui va lui conférer son
activité. Lorsque le pH varie, la structure de l'enzyme varie et donc son activité diminue.
Ainsi, d’apres le graphe de l'activité enzymatique en fonction du pH, nous constatons que
cette activité augmente pour atteindre une valeur maximale au pH optimale (pH 7), ensuite

elle diminue pour atteindre une activité égale a zéro a forte pH.

Le pH intervient de deux manicres différentes : soit en modifiant la structure secondaire ou
tertiaire de I’enzyme, soit en modifiant les charges €lectriques des radicaux des acides aminés
du site actif. La lipase de Ricinus communis par son pH optimal se rapproche des valeurs
optimales de pH des lipases de nombreux végétaux telles que Jatropha cucas et Brassica
napus ( pH 7.5)(Sonali Seth. et al, 2014). Le pH optimal du son de riz est par contre basique
(pH 11) ( Kanchan Bhardwayj, et al, 2001).

I11.5.3 Effet des effecteurs sur ’activité enzymatique :

Le substrat et I’enzyme, les ions, les coenzymes et 1’énergie sont les facteurs indispensables a

la réaction enzymatique. Les autres molécules qui entrent en liaison avec I’enzyme, les
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ligands, peuvent avoir un effet positif ou négatif. Ils peuvent favoriser ou au contraire

contrarier le déroulement de la réaction.

I11.5.3.1. Mode opératoire :

Quelques produits chimiques organiques et inorganiques seront testés pour leurs effets sur

I’activité enzymatique de la lipase.

e préparer les milieux réactionnels suivant la méme maniere réalisée précédemment a
pH7

e ajouter les effecteurs a une concentration constante ImM.

¢ Incuber a température ambiante sous agitation 200 rpm

e Apres 30 minutes ajouter 5 ml solution d’arrét acétone- éthanol (vol/vol)

e Mesurer ’activité enzymatique

II1.5.3.2. Résultat et discussion :

Le tableau III.1. Représente les taux d’inhibitions (t;) et d’activation (t,) qui sont calculés

respectivement par les formules suivantes :

T (%) =100 [Aavec activateur _Asans activateur]/ Aavec activateur (2)

Ta (%) =100 [Asans inhibiteur _Aavec inhibiteur]/ Asans inhibiteur (3)

Dont A : activité lipasique (umol/min)

Tableau II1.3 : valeurs de taux d’activation et d’inhibition de la lipase de Ricinus communis par
différents Composés chimiques

Effecteurs | Taux d’activation (%) | Taux d’inhibition (%)
Mgcl, 24,92 -
Zncl, 18,83 -
FeSO4 -- 70
Urée -- 68
CTAB -- 28,75
SDS -- 43,88
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D’apres les résultats reportés dans le tableau III.2 et par comparaison entre 1’activité
enzymatique en absence et en présence de I’effecteur, on constate que les effecteurs choisis

ont un effet significatif sur I’activité lipasique.

Le MgCl; et le ZnCl, jouent le role d’activateurs. Une activation de 24,92% et 18% ont été
signalée respectivement. Ces deux composés peuvent donc figurer dans les formulations
contenant la lipase de ricin afin d’augmenter son activité. En contradiction avec le résultat
trouvé pour la lipase de ricin, le Zn®* est un inhibiteur pour la lipase de Brassica napus
(Sonali seth, et al 2014), et la lipase bactérienne de Bacillus subtilis Pa2 (Shah K R, et al
2011). Le Mg2+ est un activateur pour nombreuses lipases végétales comme la lipase de

Jatropha curcas (Sonali seth, et al 2014).

Par ailleurs, le degré d’inhibition des autres substances peut étre illustré par ordre de
classement décroissant comme suit: FeSOs> Urée > SDS > CTAB. Ces composés ont
provoqué une inhibition partielle de I’enzyme. Ceci, parce que ces substances peuvent entrer
soit en compétition avec le site actif de substrat, soit avec le complexe ES en inactivant ou
soit avec les deux en mémes temps. Les concentrations des composés étudiés doivent étre
minimisées afin de ne pas altérer 1’effet catalytique de la lipase. A titre comparatif, le SDS

inhibe de plus de 50% la lipase de son de riz (Kanchan Bhardwaj, et al 2015)
I11.5.4. Effet de la concentration d’enzyme sur ’activité enzymatique :

Parmi les parametres ayant une influence sur 1’activité enzymatique c’est la concentration

d’enzyme.
I11.5.4.1 mode opératoire :

dissoudre 0,8g d’enzyme dans 100ml de solution tampon

préparer les milieux réactionnels suivant la méme méthode précédemment décrite.
Ajouter un volume de la solution enzymatique 0.2 a 2 mL.

Incuber a température ambiante pendant 30 minutes sous agitation permanente 200 rpm

Arréter la réaction a 1’aide du mélange acétone/Ethanol.

=+ & F &

mesurer I’activité enzymatique
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II1.5.4.2 Résultat et discussion :

La figure IIL.8. Présente la variation de 1’activité enzymatique en fonction de la concentration

d’enzyme dans le milieu.
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Fig.IIL8. Effet de la concentration d’enzyme sur I’activité enzymatique de la lipase de Ricinus

COMMmMunIs.
Les résultats enregistrés dans la figure (II1.8) suggerent que :

Pour une concentration fixe de substrat, la courbe est une allure hyperbolique. On constate

d’abord d’une augmentation linéaire de I’activité en fonction de concentration d’enzyme.

Dans un premier temps chaque molécule de lipase va se lier a une molécule de substrat

(formation d’un complexe enzyme-substrat).

L’effet catalytique de I’enzyme transforme alors le complexe enzyme-substrat en complexe

enzyme-produit.

A certain concentration la courbe tend vers un plateau ce comportement résulte d’un effet de
saturation, le systeme est saturé par I’enzyme méme si la concentration d’enzyme augmente.
La totalité des molécules de substrat est hydrolysée par I’enzyme. Donc le milieu ne contient

que I’enzyme-produit (acides gras libres).
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I11.5.5. P’effet de substrat et I’étude cinétique de la lipase :

Examinons a nouveau I’évolution de la réaction lorsqu’on change cette fois-ci la
concentration du substrat, 1’huile d’olive. Les mesures de la masse des acides gras libres en

fonction du temps sont différentes pour chacune des concentrations de substrat variées.

Les constantes du modele Michaelis-Menten (Vmax, Km) ont été déterminées en mesurant la

vitesse initiale a différentes concentrations d’huile d’olive (g/l).

I11.5.5.1. mode opératoire :

# préparer une gamme des émulsions de I’huile d’olive de concentrations (22.288
,27.86 ,83.58 ,111.44 ,167.16) (g/1)
+ Préparer les milieux réactionnels
- 3ml solution tampon pH 7
0,5ml Cacl,
4 ajouter Sml de chaque émulsion dans les milieux réactionnels.
+ Déclencher la minuterie dpres I’injection d’un 1ml d’extrait enzymatique (0,8g/100ml
solution tampon).

+ Incuber a température ambiante sous agitation permanant 200 rpm
4 Ajouter 5 ml de mélange acétone-éthanol

+ Mesurer ’activité enzymatique.

II1.5.5.2. Résultat et discussion :

La figure II1.9 représente le développement de la mase des acides gras libre en fonction de

temps pour chaque concentration (22.288 ,27.86 ,83.58 ,111.44 ,167.16) (g/1).
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Fig.II1.9. Cinétique d’hydrolyse de I’huile d’olive par la lipase de ricin a différentes concentrations

initiales (pH 7, Température ambiante).

Les mesures de la masse des acides gras libres en fonction du temps sont différentes pour
chacune des concentrations de substrat. Lorsque la concentration du substrat est grande la
vitesse initiale est plus grande que lorsque la concentration du substrat est petite
Pour déterminer les vitesses initiales en calculant la différence de la masse des acides gras
libres au cours d’un temps donné, pour chaque concentration du substrat.

Apres la détermination des valeurs de Vj, nous tragons le graphe de Vi en fonction du

substrat [s].
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Fig.II1.10. Représentation graphique de Michaelis-Menten de la vitesse initiale de la réaction

d’hydrolyse de I’huile d’olive par la lipase de ricin (pH7 ; Température ambiante)

Dans la figure (II1.10), nous avons présenté la variation la vitesse de la réaction d’hydrolyse
en fonction de différentes concentrations de I’huile d’olive (substrat). On constate d’abord une
augmentation rapide de la vitesse enzymatique pour une faible concentration de I’huile
d’olive, mais si la concentration augmente, la courbe tend vers un plateau. Pour les valeurs
élevées de [S], il y’a plus d’augmentation de la vitesse, laquelle tend asymptotiquement vers

une valeur maximale Vmax.

Par la méthode de linéarisation de Lineweaver-Burke ; il a été possible de déterminer les

valeurs des constantes Vmax et Km (figure I11.11)
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Fig.II1.11. Représentation de Lineweaver-Burk de I’activité enzymatique de la lipase

Le graphe (fig.II.11) représentant la fonction linéaire de 1/V en fonction de 1/[S] est
appelé graphe en double inverse (représentation de Lineweaver et Burk) puisque les deux
variables de I'hyperbole Vmax et Km peuvent étre déterminés expérimentalement en mesurant
la vitesse a différentes concentrations de substrat et en exprimant les résultats en inverses des
vitesses initiales en fonction des inverses des concentrations du substrat. Cette méthode
permet de déterminer par extrapolation les valeurs des parametres cinétiques (Vmax et Km)
de la réaction enzymatique. Par la projection de la ligne droite sur I’axe des abscisses, nous
avons trouvé que la valeur de Km est égale a 28,85 (g/l) et la valeur de Vmax est égale a
16,39 (mg/min). A partir de ces résultats nous avons déduit que la lipase montre une bonne

affinité pour ce substrat (huile d’olive).

I11.5.6. Stabilité thermique de la lipase de Ricinus communis:
C’est I’étude de la variation de 1’activité catalytique de 1I’enzyme sous 1’effet dénaturant de la
température élevée au cours du temps.

I11.5.6.1. Mode opératoire :

#+ Le protocole opératoire appliqué pour la détermination de 1’effet de température sera
appliqué sur différentes mélanges réactionnels a pH optimal a températures constantes
(40, 50, 60 et 70°C) pendant 120 min.

+ A des intervalles de temps réguliers (15 minutes), I’activité enzymatique de chaque

solution est mesurée.
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II1.5.6.1 Résultat et discussion :

Les résultats obtenus sont représentées sur le graphe suivant:
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t(min)

Fig.II1.12. Stabilité thermique de la lipase de Ricinus communis a différentes températures.

La figure III.12 représente la variation de 1’activité de la lipase en fonction de temps qui
correspond a la thermo stabilité pendant 120 min. Les résultats de la stabilité thermique de la
lipase indiquent que cette enzyme est instable a des températures élevées.

La lipase est stable a 40°C retient 83,33% pendant 2 heures mais elle est rapidement
inactivée lorsqu’elle incubée a des températures supérieures a 40°C. Son incubation a 50°C et
a 60°C pendant 30 a 60 min. a engendré des pertes d’activité enzymatique de 67 a 72%, et de
60,83 a 83,4% respectivement.

La lipase a conservé 37 % de son activité originale apres incubation a 50°C pendant 75 min

et 17,6% pour 60°C. En revanche, elle est compleétement inactivée a 70°C pendant cette

période.

L’inactivation thermique de la lipase est due a la dénaturation des protéines (de sa structure
secondaire et tertiaire). On déduit que la lipase montre une thermo stabilité a température
(40°C) et sensible au phénomene de dénaturation a des températures supérieures a 40°C.

La lipase de grains d’amande est stable de 20 a 90 C° (yesim hesloglu et lalecan Baskrt 2008).
L’étude de stabilité thermique permet de suivre I’évolution d’une réaction avec la température

(la détermination de 1’énergie de désactivation). Dans la zone de température ou lipase se
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dégrade (température supérieure a 40°C). La vitesse est alors de plus en plus faible quand la

température augmente.

I11.5.7. Détermination de I’énergie d’activation :

L’énergie d’activation c'est 1'énergie minimale qu'il faut fournir aux réactifs pour
déclencher la réaction chimique. L'énergie d'activation est fondamentale dans toutes les
réactions biochimiques. Sans les enzymes (qui baissent l'énergie d'activation) la vie ne
pourrait exister.

La plupart des réactions sont plus rapides lorsque la température s'éleve. Par conséquent si la
température augmente, la constante de vitesse augmente. C'est le scientifique suédois Svente
Arrhénius (1859-1927) prix Nobel de chimie en 1903 qui a proposé une loi qui rend compte

de ce phénomene.

Cette relation appelée loi d'Arrhénius est la suivante :

Kk = A ¢ ERT )
k : constante de vitesse (s"l)

E : Energie d’activation (joule)

A : facteur de fréquence

R : la constante des gaz parfait (8,314 J K 'mol™)

T : la température en Kelvin

D’ou

Lnk=LnA - (Ea/RT) 3)

Le graphe d'Arrhénius est un graphe de Ln k en fonction de 1/T. Si le graphe est une droite,
on dit alors que la réaction suit la loi d'Arrhénius dans le domaine de température étudié. La

pente de cette droite (-Ea/R) permet alors de calculer I'énergie d'activation de la réaction.
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Par analogie, la dénaturation ou la désactivation partielle de I’enzyme sous 1’effet de la
température peut étre modélisée avec une loi similaire en considérant que c’est une réaction

d’ordre 1 par rapport a I’activité enzymatique.

La vitesse de perte Vp (désactivation ou dénaturation) de I’activité enzymatique AE sera donc
égale a :

d[AE]

Vp= —
D dt

— k [AF] @)

k : constante de désactivation ou de dénaturation (s'l). C’est une fonction de la température
d’apres la loi d’ Arrhenius.

D’ou apres intégration on obtient : In % = —kt 5)
o

Ou : [AE]= activité (Ul/mL) a t et [AE]o : activité initiale a t=0
I1.5.7.1. Résultat et discussion :

Les résultats des tracés In [A]/ [Ag]= f(t) pour chacune des températures a partir de la

température optimale 40°C jusqu’a 70°C, sont représentés sur la figure I11.13

6 V= 0,048x
R? = 0,999

4 y=0,032x

3 R?=0,969 ¢ T=40°c

) / y = 0,014x W T=50°C
/ RT=0,981 A T=60°C

1 X T=70°C

y =0,002x

R?=0,935

In[A]/[A0]

0 20 40 60 80 100 120

t(min)

Fig I11.13. Détermination de la constante de vitesse de dénaturation de la lipase de ricin

A partir les graphes de figure (III.13) nous avons tiré les valeurs de k en fonction de la

température sont illustrées sur le tableau (111.4).
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Tableau III. 4. valeurs de la constante de vitesse de dénaturation de la lipase de ricin en fonction de
la température

T (°C) 40 50 60 70
k (min™) [ 0,002 | 0,0142 | 0,328 | 0,485

A partir du tableau (II1.4) le tracé (In k) en fonction 1/T est établi et 1’énergie de

désactivations est déterminée.

2,9 3 3,1 3,2 3,3

y=-13,27x + 36,36
R?=0,984

In K
A

1/T (K1)

Fig.I11.14. la représentation graphique de In k en fonction de 1/T pour la réaction de dénaturation

thermique de la lipase de Ricinus communis

D’apres le graphe (Fig.IIl.13), nous avons trouvé que la valeur de 1’énergie d’activation de

lipase est égale a 110,7 KJ /mole.

L’énergie de désactivation de la lipase de Ricinus communis a été estimée a 26,48 Kcal/mol.
Cette valeur est largement supérieure aux valeurs de 1’énergie de désactivation de certaines
lipases bactériennes telle que la lipase de Pseudomonas fluorescens (5.2 kcal/mol) (Driessen
et stahouders, 1974), ou 4,93 Kcal/mol pour la lipase de Bacillus sp. (Ghori et Igbal, , 2010).
De meme pour certaines lipases végétales telles que la lipase de blé (7,3 kcal/mol) (Caillat,
1970). Ceci démontre la stabilité relative de la lipase de Ricin puisque une valeur élevée de
I’énergie d’activation implique une probabilité faible de la réalisation de la réaction de
dénaturation.
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IV. Application
IV.1. Introduction :

Un grand nombre d’applications hydrolytiques additionnelles ont été décrites pour les
lipases. Ce sont des enzymes généralement utilisées pour catalyser des réactions
d’hydrolyse de triglycéride en milieu aqueux, elles sont également capables de catalyser
les réactions d’estérification et de transtérification avec un alcool en milieu non-aqueux. La
recherche concernant des procedes enzymatique se développe mais les résultats ne

permettant pas encor leur utilisation a 1’échelle industriel [64]

Les lipases trouvent aussi leurs applications dans le domaine d’énergie. Le biodiesel,
considéré comme une solution pour remplacer le pétrodiesel est un sujet de recherche
d’actualité. Un des principaux problemes associés au développement industriel du

biodiesel est la source de matiere premiere ainsi que le procédé de transformation.

Le biodiesel est le nom qui a été donné aux huiles végétales transesterifiées. C’est une
réaction entre I’huile et 1’alcool, formant ainsi les esters méthyliques ou éthyliques d’huiles
végétales (carburant alternatif au diesel d’origine fossile) et du glycérol, désigne sous le
nom de glycérine, qui est un produit de grande valeur. Sa valorisation est déterminante
pour 1’équilibre économique de la filiere [65]

Le biodiesel est considéré comme une alternative écologique de remplacement du diesel en
raison de ses nombreux avantages, telle sa biodégradabilité et sa non-toxicité. La
production de biodiesel au niveau mondial est faible et ne répond pas aux besoins de la
société. Par conséquent, des politiques de production de biodiesel ont été implémentées par

divers pays [66].

Tableau IV.1. Propriétés de diesel et biodiesel [67]

unité diesel Huile végétale | biodiesel
Densite Kg/l 0,81-0,85 0,91 0,86-0,9
Viscosite mm’/s 1,2-10 98 3,5-6
Indice de | CN >51 51 54
citane
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IV.2. Les parametres réactionnels de réaction

IV.2.1. Rapport molaire alcool/huile et type d’alcool

L’une des variables les plus importantes affectant le rendement en esters est le rapport
molaire entre I’huile (les triglycérides) et 1’alcool. D’apres les coefficients stoechiométriques
de la réaction, la transestérification exige trois moles d’alcool pour une mole de
triglycérides afin de former trois moles d’esters d’acides gras et une mole de glycérol. [64]

Le méthanol et I’éthanol sont les principaux alcools utilisés dans les réactions de
transesterification. Le méthanol a une meilleure réactivité en le comparant a 1’éthanol, mais
sa solubilité est moindre, d’ou une limitation de rendement due transfert de masse.
L’éthanol, par contre, est soluble mais moins réactif que le méthanol, ce qui a un impact

positif sur le rendement mais négatif sur la vitesse de réaction.

IV.2.2. La température et la pression

La littérature (Freedman et al 1984) révele que la température a une forte influence sur la
vitesse de réaction. L’augmentation de température permet d’atteindre rapidement 1’état
d’équilibre [68]. Quant a la température elle varie de 40 a 300°C environ; selon la nature de
I’huile, du type de catalyseur de la réaction et de sa concentration. La limite supérieure de la
température utilisée ne dépassant pas la température de dégradation de I’huile [69]. Montre
que pratiquement toutes les études de transestérification catalysées des huiles végétales sont
réalisées sous pression atmosphérique [69].

IV.2.3. L’agitation

L’agitation est un parametre réactionnel primordial pour la réaction de transestérification en
raison de I’hétérogénéité du milieu réactionnel (milieu biphasique). L’agitation devra étre
suffisamment vigoureuse pour que la surface d’échange entre les deux phases soit la plus
grande possible. L’agitation favorise un bon contact entre les réactifs et homogénéise le
milieu réactionnel. 1l est tres important que ’huile et le catalyseur se mélange bien dans une
réaction de transesterification.
IV.3. Criteres de choix de I’huile
La source de biodiesel doit répondre le plus possible a deux criteres treés importants:

+ Bas prix de production
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+ Une large échelle de production
Le prix des huiles comestibles, comme 1’huile de soja par exemple, est plus élevé que
le diesel. C’est pourquoi les déchets d’huiles végétales et les huiles végétales non
comestibles sont préférés comme source de corps gras pour la production du
biodiesel.
IV.4. Caractérisation des réactifs utilisés

> Huile végétale :

L’huile qu’on a utilisée est une huile commerciale (ELIO) de Cevital conditionnée
dans des flacons de 1L contenant 20% de 1’huile de tournesol et 80 % de 1’huile de
soja. Elle possede également les propri€tés suivantes : Masse molaire= 943,6g/1 ;

Densité =O,907g/cm'3 ; Viscosité = 36,85mm2/s [69].

» L’éthanol :
L’alcool est I’'un de deux réactifs mis en jeu lors de la réaction de transesterification,
dans notre présente d’étude et I’éthanol.
Ethanol de la classe des alcools primaires, de formule CH3CH2-OH a usage des
boissons et usage industriel, est obtenu par fermentation de solutions sucrées,
naturelles (jus de raisin, canne a sucre, etc.) ou artificielles (hydrolyse de 1’amidon).
La majeure partie de 1’éthanol a usage industriel est synthétisé a partir de I’éthanal ou
de I’éthyleéne issu du pétrole. L’éthanol a une :
Température de fusion de — 114,1°C,
Température d’ébullition de 78,3°C
Densité de 0,789 a 20°C .
L’éthanol est plus soluble mais moins réactif que le méthanol ce qui a un impact
positif sur le rendement mais négatif sur la vitesse lors des réactions de

transesterification [69].
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IV.5. PROCEDE DE PRODUCTION DE BIODIESEL :

» Calcul des masses de réactifs
Sur la base de I’équation steechiométrique suivante les quantités de réactifs a mettre dans le

milieu réactionnel sont :

R 1- COO - CH2 R1-COO-R CH2-OH
R 2- COO - CH +3R-OH —R2-COO-R + CH-OH
R3-COO - CH2 R 3- COO-R CH2 - OH
triglyceride Alcool Esters (biodiesel) Glycérine
(Imole) (3mole) (3mole) (Imole)

Npuite = 50/943,6 = 0,053mol
Viile =/ p =55,12ml
Naicool= 3-Nhuile

=0,159mol
Vthano= 9,27ml

Une quantité de catalyseur (lipase) de 5% par rapport a la masse d’huile initiale [69]

(mcatalyseur=2’ 5 g)

IV.6 Les étapes de production de biodiesel
» Etape de mélange des réactifs
® Sous agitation de 300rpm dissoudre la lipase dans 1’éthanol
e Mettre I’huile dans flacon sous agitation et dans bain marie de température
(40 °C)
e Verser la solution de la lipase dans I'huile et laisser sous agitation et

chauffage (300rpm, 40 °C).
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> Etape de la réaction :
Une fois que le mélange huile/éthanol est conditionné dans le réacteur, le processus de la
réaction de transesterification se déclenche pour 24h, sous agitation et chauffage. A la fin de
la réaction, huile passe a 1’état d’ester en changeant ses propriétés physico-chimiques.

> Etape de décantation

Apres 24h et dans ampoule a décanter, laisser reposer le mélange pour que la séparation
s'effectue (une journée).
Le glycérol plus dense que le biodiesel se condense dans la partie basse.

> Etape de lavage

1. Le biodiesel obtenu doit étre lavé pour éliminer 1'exces d'alcool et de catalyseur.

2. Placer le biodiesel dans une ampoule a décanter et verser lentement l'eau pour le
rincage (environ100ml). Cette opération est délicate, elle doit €tre réalisée sans
perturber le systeme car l'agitation provoque la formation d'une émulsion qui
diminue le rendement de la synthese.

3. Laisser a nouveau décanter environ 24h.

4. Récupérer le biodiesel.
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Mélanger Apres

réaction
Les réactifs

Réaction (300rpm,
40C°) Décantation

Lavage

Fig. IV.1 : Etapes de production de biodiesel a laboratoire.

IV.7. Caractérisation de biodiesel
+ La densité :

La densité constitue une caractéristique importante, principalement pour les
biocarburants, car elle conditionne le dimensionnement et les particularités
technologiques des organes d’alimentation (pompes, injecteurs); de plus, sur un
systeme installé, une utilisation de biocarburants de densité largement différente,
entrainerait des modifications de réglages de combustion avec des répercussions sur la
puissance maximale, le rendement et les émissions de polluant.

e Détermination de la densité : par une seringue pré-pesée de Sml prendre ce

volume et peser le contenu.
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#+ La viscosite :
La viscosité est définie comme la résistance a I'écoulement uniforme et sans
turbulence se produisant dans la masse d'une matiere.

e par une pipette pasteur jaugée, verser le biodiesel et on mesure le temps
nécessaire a la solution pour parcourir la distance entre deux traits.

4+ Spectre Infrarouge :
Nous avons utilisé comme méthode d’analyse, Le rayonnement infrarouge (IR). Le
spectre IR est représenté sur la figure IV.2. L’analyse spectrale des bandes
d’absorption caractéristiques des groupements fonctionnels figurent dans le tableau

Iv.3)

IV.8. Résultats :
Tableau IV.2 propriétés de biodiesel.

Densité (g/cm™) 0,86

Viscosité (mm?*/s) 6,77
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Figure IV.2. Spectre IR de biodiesel
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Tableau. I'V.3 les groupements fonctionnels de biodiesel

A (cm” 2902 1750 1450 1125 730
Groupement | C-H C=0 CH;, CH, |C-O CH
fonctionnel

On est limite notre comparaison que certains propriétés (densité, viscosité, IR)
Cependant notre biodiesel présente de densité et viscosité dans les normes [59,63].
Pour 'R il ya une fonction ester allylique (ester éthylique C=0), et d’apres cette

fonction nous pouvons dite il y’a une réaction de transterification.
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Conclusion

L'objectif de notre travail était d'extraire la lipase et de la purifier a partir des grains de ricin
(Ricinus comminus). Par la suite, les effets de quelques parametres physicochimiques tels que
la température, le pH, les effecteur, la concentration en enzyme et en substrat, et la stabilité
thermique, sur 1’activité enzymatique ont été étudiés en vue de caractériser cette enzyme
extraite et de déterminer les conditions optimales sous les quelles la lipase a une activité
maximale.

Les résultats suivants ont été obtenus:

Le pH optimum est égal a pH 7 avec une température optimale de 40°C. Au dessous et au
dessus des deux valeurs optimales obtenues (pH et température) l'activité enzymatique

diminue.

Quelques effecteurs chimiques tels que l'urée et le sulfate ferreux anhydre peuvent
provoquer une inhibition de I’activité de la lipase de 70%, alors qu’une activation a été

signalée avec les chlorures de magnésium et de Zinc de 24,92%, et de 18,83 respectivement.

La lipase de grain de ricin est caractérisée par une grande thermo stabilité pendant 2heures

entre 40 et 50°C. Par contre, elle est completement inactivée a 70°C pendant cette période.

L'étude cinétique de la réaction d’hydrolyse de 1’huile d’olive par la lipase de ricin, nous a
permis de calculer la valeur de Km en utilisant la représentation de Line weaver -Burk qui est

égal a 28,85g/1 et Vmax est égale 16,39mg/min.

L’actuel travail est une étape préliminaire qui a permis de caractériser globalement la lipase
de Ricinus communis a travers la réaction typique de I’hydrolyse des triglycérides.

Cette étude pourra étre approfondie sur différents axes:

= L’amélioration du rendement de purification par ['utilisation des techniques
chromatographiques.

= Utilisation des techniques pour caractériser la structure et la masse moléculaire de la
lipase.

= Etude de la stabilité de la lipase dans les solvants organiques.
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