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INTRODUCTION GENERALE 

 

 L'exploitation humaine des gisements de pétrole n'a cessé d'augmenter depuis le début 

du siècle dernier. L'extraction, le transport et l'utilisation de cette source d'énergie entraînent 

des risques de pollution (accidentelle et chronique) pour l'environnement marin pouvant 

influencer l'équilibre écologique et parfois entrainer la destruction de l'écosystème. 

 L'élimination du pétrole de l'environnement marin nécessite l'intervention de différents 

facteurs biotiques et abiotiques. Parmi ces facteurs la biodégradation par les microorganismes 

et en particulier les bactéries est le processus naturel le plus important dans la dépollution de 

l'environnement marin. En conséquence, les mécanismes de dégradation des hydrocarbures 

pétroliers (alcanes linéaires, phénylalcanes, cycloalcanes, hydrocarbures polycycliques et 

polyaromatiques) par les bactéries marines ainsi que les paramètres pouvant influencer la 

biodégradation ont été largement étudiés. Cependant, il apparaît que très peu d'études ont été 

entreprises sur les voies métaboliques d'oxydation d'hydrocarbures de structures différentes 

par une même bactérie. Si l'influence des hydrocarbures sur la composition en acides gras des 

bactéries a été bien étudiée, par contre celle sur la composition d'autres lipides, tels les β-

hydroxy acides est encore assez mal connue. 

 

 Dans le but d'améliorer nos connaissances sur de tels composés, nous avons entrepris 

une étude complète de la composition lipidique de la bactérie marine Marinobacter 

hydrocarbonoclasticus en fonction de la nature de l'hydrocarbure (n-alcanes, iso- et antéiso- 

alcanes, phényl- et cyclohexyl-alcanes, alcane ramifié en milieu de chaîne et 1-alcène) utilisé 

comme source unique de carbone et d'énergie. Dans le but d'avoir une meilleure connaissance 

des lipides des bactéries Gram-négatives et en particulier de la distribution des β-hydroxy 

acides de la membrane extérieure, la composition lipidique de trois autres espèces, 

Marinobacter aquaeolei, Acinetobacter calcoaceticus et Pseudomonas oleovorans a été 

également déterminée en fonction de la source de carbone. 

 

 Les principaux objectifs de ce travail de recherche étaient donc (i) l'analyse qualitative 

et quantitative détaillées de la composition lipidique de quatre bactéries en fonction de la 

source de carbone, (ii) la détermination des voies métaboliques mises en jeu au cours de la 

dégradation des hydrocarbures testés, (iii) mieux connaître la composition en β-hydroxy 
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acides des lipopolysaccharides des bactéries Gram-négatives et (iv) en définir les implications 

géochimiques éventuelles. 

Ce document comporte quatre chapitres. Le premier chapitre présente un rappel des 

principales données bibliographiques concernant, d'une part, l'origine des hydrocarbures dans 

l'environnement et leurs voies métaboliques chez les bactéries, d'autre part, quelques éléments 

relatifs à la notion de biomarqueurs. L'ensemble du matériel et des méthodes utilisés pour la 

culture et l'étude de la composition lipidique des bactéries Gram-négatives est ensuite décrit 

dans le deuxième chapitre. Le troisième chapitre est consacré à l'étude de l'influence des 

hydrocarbures sur les lipides de la bactérie marine M. hydrocarbonoclasticus et les voies 

métaboliques de dégradation de ces composés. Dans le quatrième et dernier chapitre, nous 

exposons et discutons l'ensemble des résultats relatifs aux lipides de trois autres bactéries 

Gram-négatives, M. aquaeolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans en fonction de la source de 

carbone et nous les comparons à ceux de M. hydrocarbonoclasticus afin de déterminer 

l'influence des hydrocarbures comportant des chaînes aliphatiques sur la distribution des β-

hydroxy acides de la membrane extérieure des bactéries Gram-négatives. 

Une conclusion générale et une bibliographie complètent cette rédaction. Enfin, deux 

annexes, la première décrit la procédure de synthèse des hydrocarbures ramifiés utilisés pour 

les cultures et la deuxième rassemble les spectres de masse de tous les hydrocarbures 

synthétisés. 
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I. POLLUTION DE L’ENVIRONNEMENT MARIN PAR LES HYDROCARBURES 

 
I.1. INTRODUCTION 

 
Le pétrole, première source d’énergie, a connu une progression ininterrompue de son 

extraction pendant plus d’un siècle. Suite au développement du transport et de l’industrie, la 

production mondiale n’a cessé d’augmenter pour atteindre 11 millions de tonnes par jour (11 

Mt/j) en 2000 et on s’attend à une augmentation de la production de 1,9 % / an dans la 

décennie actuelle. Des estimations de la consommation mondiale de pétrole, suggèrent une 

augmentation de l’ordre de 44,7 millions de barils par jour (soit 6,4 Mt/j) entre 1999 et 2020. 

La consommation mondiale passera ainsi de 74,9 Mb/j (soit 10,7 Mt/j) en 1999 à 119,6 Mb/j 

(soit 17 Mt/j) en 2020. La croissance annuelle est donc estimée à 2,3 % / an, alors qu’elle 

n’était que de 1,6 % / an entre 1970 et 1999 (National Research Council-U.S., 2002). 

  Le pétrole est une source de pollution des environnements marins qui peut largement 

influencer les équilibres écologiques et par extension les activités économiques des régions 

sinistrées. "The National Research Council" a estimé dans la revue "Oil in the sea: inputs, 

fates and effects, 2002", la quantité de pétrole introduite annuellement dans les océans par les 

diverses voies à 1,3 millions de tonnes / an, sachant qu’une tonne de pétrole peut couvrir 

environ une surface de 12 kilomètres carrés. Les marées noires dues à des accidents pétroliers, 

ne représentent qu’une faible proportion du total des hydrocarbures déversés en mer chaque 

année, de façon plus insidieuse, invisible mais quotidienne. 

 

 Le tableau I.1, montre les catastrophes les plus importantes ainsi que les quantités de 

pétrole déversées et les zones affectées, depuis 1967 (premier échouage d’un pétrolier sur les 

côtes françaises) à nos jours. La plus grande catastrophe fut celle de la tête du puits sous 

marin d’Ixtoc one, dans le golfe du Mexique où 350 000 tonnes de pétrole brut se sont 

déversées dans l’océan entre juin 1979 et février 1980 (soit 3 Amoco Cadiz). D’autres sources 

viennent alourdir le bilan, citons l’exemple de la première guerre du Golfe, où la fin du conflit 

en 1991 a révélé la catastrophe des champs de puits de pétrole en flamme et le naufrage de 

pétroliers bombardés, déversant des quantités importantes de brut. Le bilan total a été estimé à 

800 000 tonnes déversées, 40 millions de tonnes de sols saturés de pétrole et 700 km de côtes 

polluées. 
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Tableau I.1. Accidents pétroliers les plus importants de 1967 à 2002 (Kennish, 2001 modifié). 

Année Nom du pétrolier Quantité de pétrole 
(tonne) Zones affectées 

1967 
1970 
1976 
1977 
1978 
1979 
1979 
1979 
1979 
1979 
1979 
1979 
1979 
1980 
1980 
1983 
1984 
1984 
1985 
1985 
1989 
1992 
1993 
1999 
2001 
2002 

Torrey Canyon 
Texaco Oklahoma 
Urquiola 
Grand Zenith 
Amoco Cadiz 
Ixtoc / Platform 
Andros Patria 
Betelgeuse 
Gino 
Aviles 
Atlantic Express 
Burmah Agate 
Independenta 
Irenes Serenade 
Juan A. Lavalleja 
Castello deBelver 
Assimi 
Pericles GC 
Neptunia 
Nova 
Exxon Valdez 
Aegean Sea 
Brear 
Erika 
Baltic Carrier 
Prestige 

117 000 
31 500 

100 000 
32 000 

230 000 
350 000 
60 000 
35 000 
42 000 
25 000 

276 000 
40 000 
94 600 

102 000 
40 000 

255 500 
51 400 
46 600 
60 000 
71 100 
35 000 
79 000 
84 000 
28 000 
30 000 
77 000 

France 
U.S. 
Espagne 
Canada 
France 
Golf du Mexique  
Espagne 
Irlande 
France 
Mer d’Arabie 
Tobago 
U.S. 
Turkie 
Grece 
Algérie 
Sud Afrique 
Oman 
Qatar 
Iran 
Iran 
Alaska 
France / Espagne 
Norvège / Scotland 
France 
Mer Baltiqus 
France / Espagne 

 

 Les hydrocarbures pétroliers qui arrivent dans l’environnement marin peuvent avoir 

quatre origines majeures: les sources géochimiques, l’extraction de pétrole, le transport et la 

consommation. La part des sources géochimiques dues à des fuites naturelles qui apparaissent 

au fond des océans s’élève à 47 %. Les 53 % restant se répartissent ainsi: 38 % proviennent 

des rejets suite à la consommation (exemple: rejets d’industries basées à terre et des grandes 

agglomérations urbaines), 12 % sont dus au transport et 3 % à la production pétrolière 

offshore (Figure I.1). 

 

 Il faut enfin signaler qu’une quantité non négligeable d’hydrocarbures peut provenir 

de l’activité de nombreux microorganismes et des plantes (Albro, 1976; Bachofen, 1982; 

Saliot, 1981).  
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Figure I.1. Les différentes sources pétrolières responsables de la pollution de l’environnement 

marin (National Research Council, 2002). 

 

Les impacts de la pollution par les hydrocarbures sont multiples. Les aspects les plus 

évidents sont les grandes catastrophes très médiatisées comme les marées noires: forte 

mortalité de la faune aquatique, bords de mer englués,…. Il ne faut pas négliger les 

conséquences économiques de ces événements pour les riverains vivant de la pêche ou du 

tourisme ainsi que pour les collectivités territoriales et l’état. Mais les effets à court terme 

comme à très long terme sur les écosystèmes terrestres et aquatiques sont mal connus. 

 

I.2. FORMULES CHIMIQUES DES HYDROCARBURES DE DIFFERENTES 

SOURCES DANS LES ENVIRONNEMENTS MARINS  

 

 Les hydrocarbures dans l’environnement marin peuvent avoir trois origines 

principales: 

- Les rejets industriels et urbains, sources d’hydrocarbures pétroliers ou 

pyrolytiques. 

- Les végétaux aquatiques (phytoplancton, macrophytes) et organismes 

hétérotrophiques (zooplancton, bacterioplancton). 

- Les végétaux supérieurs terrestres via la matière organique détrique des sols, 

résultant du drainage des bassins versants. 

 

Notons que la première origine est anthropique, alors que les deux dernières sont 

biogéniques, donc issues de la biosynthèse récente. 

Sources Géochimiques 
47 % 

Consommation 
38 % 

Transport 
12 % 

Production 
3 % 
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I.2.1. Les composés pétroliers 

 

 Les pétroles bruts sont constitués de différentes familles des composés (Figure I.2.) 

dont la composition chimique varie énormément selon leur origine géographique et 

géologique (Tissot et Welte, 1984). Les hydrocarbures constituent la fraction la plus 

importante d'un brut pétrolier, ils représentent entre 65 et 95 % de la plupart des pétroles 

bruts. Les composés pétroliers peuvent être classés en quatre familles principales qui sont 

présentes en proportions variables selon l’origine: les hydrocarbures saturés (30 à 70 %), les 

hydrocarbures aromatiques et polyaromatiques (20 à 40 %), les composés polaires (5 à 25 %) 

et les asphaltènes (0 à 10 %). 

 Les produits pétroliers sont aussi introduits dans l’environnement marin sous forme de 

produits raffinés: carburants et huiles, leurs compositions dépendent de l’origine du pétrole et 

des opérations subies au cours du raffinage. On dénombre environ 230 composants pour 

l’essence et de l’ordre de 2000 pour un fuel lourd.  

 

I.2.1.1. Les hydrocarbures saturés 

 

Parmi lesquels, on distingue 
 
* Les alcanes linéaires (n-alcanes, CnH2n+2), dont la longueur de chaîne varie de 7 à 40 atomes 

de carbone, constituent une des classes les plus abondantes (10 à 40 % des hydrocarbures 

totaux d'un brut pétrolier). 

* Les alcanes ramifiés: les plus abondants sont les iso-alcanes (groupement méthyle en 

position 2), les autres composés ramifiés antéiso (groupement méthyle en position 3) ou 

polyramifiés tels que les isoprénoïdes (exemple: pristane, phytane) sont beaucoup moins 

nombreux. Ces composés se trouvent dans le pétrole brut dans des proportions sensiblement 

égales à celles des n-alcanes. 

Par contre le pétrole brut d’origine fossile ne contient en général pas d’alcènes. 

* Les cycloalcanes: renferment des composés cycliques (à 5 ou 6 atomes de carbone) saturés 

et le plus souvent substitués. Quelques dérivés polycycliques sont aussi présents et certains 

d’entre eux tels les stéranes et les triterpanes sont caractéristiques d’un pétrole brut. Cette 

famille peut représenter entre 30 et 50 % des hydrocarbures totaux d’un pétrole brut. 
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I.2.1.2. Les hydrocarbures aromatiques 

 

Plusieurs familles d'hydrocarbures aromatiques et polyaromatiques dont le nombre de 

noyaux varie de 2 à 6 sont présents dans les pétroles bruts. Ces composés sont dominés par 

des composés mono-, di- et tri-aromatiques (Neff, 1979). En général, les hydrocarbures 

aromatiques sont moins abondants que les alcanes, et ne représentent que 10 à 30 % des 

hydrocarbures totaux d'un brut pétrolier. Les composés alkylés sont, la plupart du temps, plus 

abondants que les molécules parentales dont ils dérivent. Certains cycles aromatiques peuvent 

être associés à des noyaux (cycle à 5 ou à 6 atomes de carbone) saturés (naphtéo-

aromatiques). 

 

I.2.1.3. Les composés polaires 

 

Cette fraction correspond à des molécules hétérocycliques, telles que: 

- des composés oxygénés: phénols, acides carboxyliques, alcools, aldéhydes,… 

- des composés soufrés: mercaptans, sulfures, disulfures,… 

- des composés azotés: pyridines, quinoléines,… 

Les dérivés soufrés sont dans la plupart des cas plus abondants que les composés 

oxygénés ou azotés. 

 

I.2.1.4. Les asphaltènes 

 

Les asphaltènes correspondent à une classe de composés de hauts poids moléculaires, 

insolubles dans le pentane ou l’hexane. La structure de ces composés est mal connue du fait, 

d’une part de leur composition chimique complexe (à base de cycles aromatiques condensés, 

de naphtéo-aromatiques, de ramifications et d’hétéroatomes (O, N, S), d’autre part de 

méthodes analytiques difficilement utilisables. 

 

Les métaux sont également présents mais à l’état de traces. Les plus abondants sont le 

vanadium et le nickel, mais du fer, du sodium, du cuivre et de l’uranium ont également été 

détectés.  
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I.2.2. Les hydrocarbures biogènes 

 

 Les organismes vivants biosynthétisent des hydrocarbures aliphatiques, aromatiques et 

polyaromatiques condensés. Le développement des techniques analytiques 

(chromatographiques et spectroscopiques) a démontré la complexité de ces composés présents 

en faibles quantités dans les colonnes d’eau et les sédiments. En effet, la biosynthèse et les 

mécanismes de transformations (dissolution, évaporation, photo-oxydation, adsorption-

desorption sur des particules, transformations biologiques, …) conduisent à un mélange de 

composés dont la spécificité dépend des organismes producteurs et des conditions physico-

chimiques du milieu. Ainsi, la stabilité de ces composés a fait d’eux des marqueurs 

biologiques et géochimiques d’une très grande valeur. 

 Plusieurs travaux de recherche se sont intéressés à la distribution et l’abondance des 

hydrocarbures dans les environnements marins, ce qui permet d’évaluer les niveaux de 

pollution, d’estimer une éventuelle augmentation en concentration suite aux phénomènes de 

transport et aux activités industrielles et de prédire les effets des hydrocarbures 

anthropogéniques sur les processus physiques, chimiques et biologiques (Saliot, 1981).  

 

I.2.2.1. Les hydrocarbures aliphatiques saturés 

 

* Les alcanes linéaires (n-alcanes): 

Les n-alcanes sont des constituants prédominants dans la distribution des 

hydrocarbures dans l’environnement marin. 

Les espèces phytoplanctoniques et les macro-algues synthétisent des n-alcanes dont les 

longueurs de chaînes varient respectivement de n-C14 à n-C32 et de n-C20 à n-C30 (Saliot, 

1981), avec un maximum à n-C15 ou n-C17 (Blumer et al. 1971; Gelpi et al., 1970; Clark et 

Blumer, 1967; Youngblood et al., 1971). Une distribution des n-alcanes sans prédominance 

paire / impaire a été observée chez les bactéries (C13 à C31) et les plantes inférieures terrestres 

(C15 à C23) avec un maximum dans la zone de C17 à C20 pour les bactéries (Han and Calvin, 

1969; Oro et al., 1967). Cependant, les plantes supérieures synthétisent des n-alcanes de haut 

poids moléculaire (C23 à C33) à prédominance impaire. 

 

 * Les alcanes ramifiés:  

Les hydrocarbures isopréniques sont les plus fréquents dans l’environnement marin et 

ils présentent plusieurs origines (Saliot, 1981). Le pristane (2,6,10,14-
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tetraméthylpentadécane) a été identifié en faible quantité chez les phytoplanctons, chez les 

macro-algues, les zooplanctons et pourrait être l’hydrocarbure majeur chez certaines bactéries 

anaérobies. Han et Clavin (1969), ont identifié le phytane (2,6,10,14-tetramethylhexadecane) 

en faibles concentrations chez des bactéries, qui a été aussi identifié chez des micro-algues 

(Volkman et al., 1980). 

On trouve également d’autres composés comme le 7-méthylheptadécane et 8-

méthylheptadécane, identifiés chez les micro-algues. Ces alcanes portant une ramification 

méthyle sont absents chez les autres organismes et en particulier les bactéries. Ces dernières 

sont caractérisées par des hydrocarbures à courtes chaînes, avec une prédominance marquée 

de composés à nombre impair d’atomes de carbone et surtout ramifiés en position iso et 

antéiso (Kolattukudy, 1976). D’autres sources peuvent être également à l’origine des 

hydrocarbures ramifiés notamment les plantes dont les iso-alcanes pourraient constituer dans 

certains cas plus de 50 % des hydrocarbures totaux (Eglinton et al., 1962; Saliot, 1981). 

 

I.2.2.2. Les hydrocarbures aliphatiques insaturés 

 
Les organismes marins synthétisent un grand nombre d’oléfines à chaînes droites, 

possédant jusqu'à six doubles liaisons, où prédominent les composés suivants (Saliot, 1981; 

Volkman et al., 1980, 1981): 

- n-C17:1, n-C18:1, n-C19:1, n-C21:5 et n-C21:6 chez les micro-algues. 

- n-C17:1, n-C19:5, n-C21:5 et n-C21:6 chez les macro-algues. 

- n-C21:6, n-C14:1, n-C19:1, n-C22:1 et n-C30:1 chez le zooplancton. 

- n-C17:1 et n-C17:2 chez les bactéries. 

Des polyoléfines ramifiées telles que le squalène et les carotènes ont été également identifiés. 

 

I.2.2.3. Les cycloalcanes et les cycloalcènes 

 
Le plus simple hydrocarbure cyclique est un alkylcyclopropane identifié dans des algues 

marines (Youngblood et al., 1971) mais la plupart de ces composés sont des terpénoïdes 

comme les triterpénoïdes pentacycliques (Saliot, 1981). 

 

I.2.2.4. Les hydrocarbures aromatiques 

 
La biosynthèse directe de ces composés par des microorganismes ou des végétaux est un 

sujet controversé. En effet, à l’exception d’une faible contribution des algues, des bactéries et 
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des plantes, les hydrocarbures aromatiques sont généralement considérés comme produits de 

pyrolyse des activités humaines et des phénomènes naturels (incendies de forêts, éruptions 

volcaniques) (Bouchez et al., 1996; Saliot, 1981). 

 

I.3. DEVENIR DES HYDROCARBURES EN MILIEU MARIN 

 
I.3.1. Facteurs abiotiques dans l’élimination des hydrocarbures 

 

 Du fait de la très faible solubilité des hydrocarbures dans l’eau et de leur densité qui 

est légèrement inférieure à l’unité, les hydrocarbures rejetés dans les océans s’étalent à la 

surface avant de subir une série de modifications suite à l’action de facteurs abiotiques et 

biologiques (Figure I.3). L’action simultanée de ces différents facteurs aboutira à 

l’élimination de cette pollution (Bertrand et Mille, 1989; U.S. Congress, Office of Technology 

Assessement, 1991). Les facteurs environmentaux sont: 

 

 
 

Figure I.3. Processus physico-chimiques et biologiques intervenant dans l’évolution d’une 

nappe de pétrole en milieu marin (Bertrand et Mille, 1989). 
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I.3.1.1. Evaporation 

 
Ce phénomène touche les fractions de faible poids moléculaire et dépend des 

conditions atmosphériques (vent, vagues, température,…). Les hydrocarbures les plus légers, 

ayant de 4 à 12 atomes de carbone (Teb < 270 °C), qui représentent généralement prés de 50 % 

des hydrocarbures totaux d’un brut moyen, sont éliminés rapidement dès les premiers jours, 

pouvant conduire à une pollution de l’atmosphère. 

 

I.3.1.2. Solubilisation 

 
La solubilité des hydrocarbures dans l’eau de mer est très faible. Un hydrocarbure est 

d’autant plus soluble que sa masse moléculaire est faible et que sa polarité est élevée. Il est 

important de noter que ces hydrocarbures solubles sont parmi les plus dangereux pour 

l’environnement, ils sont difficiles à éliminer et sont adsorbés par la faune et la flore. 

 

I.3.1.3. Emulsification 

 
Deux types d’émulsions peuvent se former : eau-dans-huile appelée "mousse 

Chocolat" et huile-dans-eau. Les émulsions eau-dans-huile sont constituées par des 

hydrocarbures de haut poids moléculaires. Ces émulsions difficilement dégradables sont les 

précurseurs des résidus goudronneux retrouvés sur les plages, alors que les émulions huile-

dans-eau facilitent l’élimination des hydrocarbures. 

 

I.3.1.4. Sédimentation 

 
La sédimentation est le passage du pétrole de la surface vers le fond. Ce phénomène 

concerne les résidus goudronneux constitués de la fraction pétrolière la plus lourde et dont la 

densité est supérieure à celle de l’eau de mer. 

La sédimentation conduit à la constitution d’agrégats de haute densité difficilement 

dégradable par voie naturelle. 

 

I.3.1.5. Photo-oxydation 

 
La photo-oxydation est observée au niveau de la surface de l’eau où l’air (oxygène) et 

la lumière (radiations solaires) sont présents pour la transformation des hydrocarbures (Payne 
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et Phillips, 1985). L’efficacité de ce phénomène dépend de la nature des hydrocarbures et de 

la présence de composés non hydrocarbonés (Bertrand et Mille, 1989). Ainsi, la photo-

oxydation touche plus particulièrement les composés aromatiques qui sont plus photo-

sensibles que les composés aliphatiques. Parmi ces derniers, les composés ramifiés sont plus 

facilement photo-oxydés que les n-alcanes (Rontani et Giusti, 1987). 

La photo-oxydation conduit à la formation de composés solubles dans l’eau (acides, 

alcools, cétones, peroxides et sulfoxides) et certains travaux de recherche ont montré leur 

toxicité pour les communautés microbiennes (Payne and Phillips, 1985; Larson et al., 1979; 

Maki et al., 2001) alors que Rontani et al. (1987, 1992), ont montré l’existence d’interactions 

entre la photo-oxydation et la biodégradation pour l’élimination des alkylbenzènes et de 

l’anthracène. L’action simultanée de ces deux phénomènes permet une élimination plus rapide 

de ces deux familles de composés. 

 

I.3.1.6. Biodégradation 

 
la biodégradation est le processus naturel le plus important dans la dépollution de 

l’environnement marin. Les microorganismes en sont responsables, en particulier les 

bactéries. L’importance de la biodégradation dans l’élimination du pétrole, les voies 

métaboliques d’oxydation des hydrocarbures par les bactéries et les paramètres qui peuvent 

influencer la biodégradation seront traités dans les paragraphes suivants. 

 

I.3.2. Pénétration des hydrocarbures dans la chaîne alimentaire 

 

 Les produits pétroliers rejetés dans l’environnement ont des répercussions sur les 

plantes, animaux et êtres humains. Les conséquences de la contamination dépendent des 

organismes eux-mêmes et de la structure chimique des hydrocarbures. Certaines espèces 

éprouvent des changements de comportement à peine perceptibles ou des problèmes de santé 

à court terme. Certaines d’entre elles éprouvent des effets toxiques instantanés et aigus parfois 

mortels, tandis que chez d’autres espèces, les repercussions se manifestent lentement à long 

terme (Agence Française de Sécurité Sanitaire des Aliments, communique de presse, 6 

Janvier 2000). Face à ces polluants, les organismes susceptibles d’être contaminés doivent 

être considérés en fonction de leur capacité de réponse spécifique. 
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Les bactéries, nourriture de nombreuses espèces aquatiques, peuvent être des vecteurs 

de contamination par lesquels les hydrocarbures peuvent entrer dans la chaîne alimentaire 

(Bertrand et Mille, 1989 et articles cités). 

 Les connaissances les plus nombreuses portent sur les hydrocarbures aromatiques 

polycycliques (HAPs) dont la toxicité la plus souvent rapportée correspond à leur potentiel 

carcinogène. 

 

II. BIODEGRADATION AEROBIE DES HYDROCARBURES PAR LES 

MICROORGANISMES 

 
II.1. INTRODUCTION 

 
 La biodégradation est l’un des premiers mécanismes conduisant à l’élimination des 

hydrocarbures de l’environnement. La littérature concernant l’oxydation des hydrocarbures 

par les microorganismes indique que la croissance cellulaire dépend des processus de 

transport des hydrocarbures à la surface cellulaire et de passage à travers l’enveloppe 

cellulaire jusqu’au cytoplasme.  

 

Trois modes de transport des hydrocarbures sont généralement considérés (Hommel, 

1994; Goswani et Singh, 1991; Husain et al., 1997): 

 

1- L’interaction des cellules avec les hydrocarbures dissous dans la phase aqueuse par les 

facteurs de solubilisation extracellulaires. 

2- L’interaction des cellules avec les hydrocarbures émulsifiés par les agents actifs de 

surface appelés biosurfactants. 

3- Le contact direct des cellules avec les hydrocarbures. 

 

La biodégradation des hydrocarbures par les microorganismes appelés 

hydrocarbonoclastes a été mise en évidence dès 1946 par ZoBell. Depuis cette date le nombre 

d’espèces bactériennes identifiées possédant cette propriété n’a cessé d’augmenter. En se 

basant sur la fréquence d’isolement, les genres bactériens prédominants sont Pseudomonas, 

Acinetobacter, Alcaligènes, Vibro, Flavobacterium, Achromobacter, Micrococcus, 

Corynebacteria, et Nocardia (Leahy et Colwell, 1990; Floodgate, 1995). Ces organismes 

dégradant les hydrocarbures sont ubiquistes (Atlas, 1995 a, b; Olivera et al., 1997), ils ont 
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même été rencontrés dans les écosystèmes extrêmes comme les régions polaires (Whyte et al., 

1995; Aislabie et al., 1998), les déserts (Al-Hadrami et al., 1995) ou les sources chaudes 

(Zarilla et Perry, 1984).  

 

L’activité humaine, au travers des multiples sources de pollution et par la mondialisation 

des déplacements, favorise l’apparition de nouvelles souches aptes à la dégradation des 

hydrocarbures (Van der Meer et al., 1992). Ainsi, même si les conditions de température, 

aération, pH, toxicité ou nutriments sont défavorables, une dépollution intrinséque reste 

possible avec une efficacité amoindrie (Leahy et Colwell, 1990; Delille et al., 1998). 

 

 La capacité de se développer sur les hydrocarbures ne se limite pas uniquement aux 

bactéries, certains sites contaminés contiennent également de nombreux champignons et 

levures  capables de les dégrader (Klug et Markovetz, 1971; Blasig et al., 1984; Davies et 

Westlake, 1979; Fedorak et al, 1984; Meulenberg et al., 1997; Yamada-Onodera et al., 2002).  

Signalons enfin que certaines micro-algues sont capables d’attaquer les hydrocarbures, 

citons l’exemple de Protatheca zopfii qui dégrade 40 % du pétrole brut (Walker et al., 1975). 

Cependant parmi les microorganismes aptes à se développer sur les hydrocarbures, les 

bactéries restent qualitativement et quantitativement prépondérantes pour métaboliser ces 

substrats (Bertrand et Mille, 1989; MacNaughton et al., 1999). 

Le rejet des produits pétroliers dans les milieux marins ou terrestres entraîne une 

prolifération des microorganismes aptes à se développer sur les hydrocarbures et leurs 

produits de dégradation. Leur nombre est beaucoup plus important dans les zones polluées de 

façon chronique et s’accroît après un apport d’hydrocarbures dans les sites dépourvus de 

contamination (Bartha et Atlas, 1977; Atlas, 1981; Floodgate, 1984). 

 

II.2. PROCESSUS D’OXYDATION DES HYDROCARBURES 

 
L’étude de l’oxydation des hydrocarbures se base sur l’analyse des milieux de culture 

des microorganismes dont la croissance dépend de la nature de l’hydrocarbure utilisé comme 

source de carbone ainsi que des capacités métaboliques des cellules. Les produits détectés 

peuvent directement provenir du substrat, mais leur accumulation ultérieure peut être due au 

fait qu’ils sont faiblement métabolisés ou non métabolisés. D’autre part, plusieurs produits 

d’oxydation peuvent être de nature transitoire et n’apparaissent jamais en quantités 

détectables. Les informations obtenues par l’analyse cellulaire et des milieux de cultures 



 27

permettent d’établir le processus métabolique de dégradation des hydrocarbures. La 

confirmation de ces mécanismes nécessite des vérifications enzymologiques. Quand la 

dégradation suit des chemins alternatifs, ceux-ci doivent être vérifiés par inhibition sélective 

de chacun d’entre eux. 

 

II.2.1. Voies métaboliques de la dégradation des hydrocarbures aliphatiques 

 

II.2.1.1. Dégradation des n-alcanes 

 

Les n-alcanes à courtes chaînes, tel le n-nonane ne sont pas toujours assimilés, mais 

peuvent être oxydés. Seulement quelques bactéries ont la capacité de croître sur les alcanes 

plus courts que le n-octane alors que les n-alcanes dont le nombre de carbone est supérieure à 

9, sont les hydrocarbures les plus facilement dégradables par une très grande variété de 

microorganismes (Ratledge, 1978). Plusieurs modes d’attaque des n-alcanes ont été décrits. 

Ils font intervenir l’oxygène moléculaire. 

 

II.2.1.1.1. L’oxydation monoterminale 

 
L’oxydation monoterminale est le principal processus utilisé par la plupart des 

bactéries, conduisant à la formation de l’alcool primaire puis de l’aldéhyde et de l’acide gras 

correspondant (Pirnick et al, 1974; Nieder et Shapiro, 1975; Grund et al, 1975). Les acides 

gras formés peuvent être oxydés par α, β ou ω-oxydation; les composés formés pourront par 

la suite être incorporés aux lipides cellulaires. Une élongation de la chaîne carbonée est alors 

possible. Les voies métaboliques d’oxydation monoterminale des n-alcanes sont indiquées sur 

la Figure I.4. 
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CH3-(CH2)m-CH2-CH2-CH3

CH3-(CH2)m-CH2-CH2-CHO

CH3-(CH2)m-CH2-CH2-COOH

α-oxydation ω-oxydation

CH3-(CH2)m-CH    CH-COOH

CH3-(CH2)m-CH-CH2-COOH

OH

CH3-(CH2)m-C-CH2-COOH

O

CH3-(CH2)m-COOH  +  CH3COOH

Oxydations ultérieures: α, β, ω

CH3-(CH2)m-CH2-CH-COOH

OH

CH3-(CH2)m-CH2-COOH

Oxydations ultérieures: α, β, ω

OH-CH2-(CH2)m-CH2-CH2-COOH

HO2C-(CH2)m-CH2-CH2-COOH

Oxydations ultérieures: α, β

CH3-(CH2)m-CH2-CH2-CH2-OH

OHC-(CH2)m-CH2-CH2-COOHCH3-(CH2)m-CH2-CHO  +  CO2

β-oxydation

 

Figure I.4. Voie métabolique de l’oxydation monoterminale des n-alcanes. 

 

Cette oxydation monoterminale pour donner l’alcool primaire est catalysée par un 

mécanisme complexe d’hydroxylase qui peut être relié à un système de transport d’électrons 

permettant l’incorporation de l’atome d’oxygène. Les deux meilleurs systèmes décrits sont: le 

Cytochrome P450 et le Rubredoxin. 

 

* Cytochrome P450: 

 Ce système a été décrit en premier lieu chez les bactéries pour l’hydroxylation des n-

alcanes par Corynebacterium sp (Cardini et Jurtshut, 1968, 1970) via l’incorporation 

d'oxygène atmosphérique (Figure I.5). 
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Figure I.5. Mécanisme de l’oxydation d’un n-alcane en alcool primaire par le système 

cytochrome P450 (Cardini et Jurtshuk, 1968, 1970). 

 

* Système rubredoxin: 

Ce système enzymatique a été initialement découvert chez Pseudomonas oleovorans 

(Figure I.6). 
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Figure I.6. Mécanisme de l’oxydation d’un n-alcane en alcool primaire par le système 

Rubredoxin (Cardini et Jurtshuk, 1968, 1970). 

 

II.2.1.1.2. Oxydation des n-alcanes par le système de dioxygénase 

 

 Cette voie métabolique d'oxydation des n-alcanes a été proposée pour la première fois 

par Finnerty (1977, 1988) pour les bactéries du genre Acinetobacter. Les n-alcanes sont 

oxydés par une dioxygénase conduisant à la formation d'un n-alkyl-hydroperoxyde, qui sera à 

son tour oxydé en aldéhyde puis en acide. Chez d'autres souches, une étape supplémentaire 

dans la voie métabolique d'oxydation des n-alcanes a été démontrée: il s'agit de la formation 

d'un alcool à partir du n-alkyl-hydroperoxyde, qui est ensuite oxydé en aldéhyde (Finnerty, 

1990 a, b). La figure suivante montre ces deux voies métaboliques: 

 

R - CH3   +   O2 R - CH2 - OOH R - CHO R - COOH

R - CH2 - OH  
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II.2.1.1.3. Oxydation des alcanes via alcènes 

 

 Les études de Senez et Azoulay (1961) et Azoulay et al. (1963) sur la bactérie 

Pseudomonas aeruginosa, ont montré que les alcènes sont des métabolites intermédiaires de 

la dégradation des alcanes. Les alcènes formés subissent une époxidation suivie d’une 

réduction en alcool primaire, qui à son tour sera oxydé en acide. 

 Les résultats d'Azoulay et al. (1963) et Senez et Azoulay (1961) suggèrent que les 

alcanes et les alcènes sont dégradés suivant la même voie métabolique et que les produits 

d’oxydation des deux hydrocarbures devraient être les mêmes. Le mécanisme de l’oxydation 

via la formation d’alcène est présenté à la Figure I.7. 

 
CH3 - (CH2)4 - CH2 - CH3

CH3 - (CH2)4 - CH = CH2

NAD

NADH2

CH3 - (CH2)4 - CH - CH2

O

+  O2 + Fe++

CH3 - (CH2)4 - CH2 - CH2OH  
 

Figure I.7. Oxydation terminale via la formation d’alcène par une souche de Pseudomonas 

aeruginosa (Azoulay et al., 1963). 

 

II.2.1.1.4. Oxydation subterminale 

 

Dans certains cas, l’oxydation peut être subterminale, ce qui conduit à la formation d’un 

alcool secondaire puis à une cétone. La dégradation ultérieure de la cétone par incorporation 

d’un atome d’oxygène conduit à la formation d’un ester (réaction de type Bayer-Villiger) qui 

est hydrolysé en alcool et en acide, comme le montre la Figure I.8. 
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CH3-(CH2)m-CH2-CH2-CH3

OH

CH3-(CH2)m-CH2-C-CH3

O

CH3-(CH2)m-CH2-O-C-CH3

O

CH3-(CH2)m-CH2-OH  +  HOCO-CH3

CH3-(CH2)m-COOH

Oxydation ultérieure: α,β,ω

CH3-(CH2)m-CH2-CH-CH3

 
 

Figure I.8. voie métabolique de l’oxydation subterminale (Klug et Markovetz, 1971) 

 

II.2.1.1.5. Oxydation diterminale 

 

Après formation de l’acide gras, une deuxième oxydation peut se produire au niveau du 

groupement méthyl-ω pour donner un di-acide. La formation de 1-ω-alcane-diol et de 

dialdéhyde n’a pas été observée (Rehm et Reiff, 1981). L’oxydation subterminale de l’acide 

gras peut également se produire pour donner le (ω-1)-hydroxy acide de même longueur de 

chaîne que le n-alcane (Figure I.9). 
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Figure I.9. Voie métabolique via l’oxydation terminale et subterminale des acides (d’après 

Bertrand et Mille, 1989; Ratledge, 1978). 

 

 

II.2.1.2. Biodégradation des alcanes ramifiés 

 

 Les alcanes ramifiés sont généralement moins sensibles à la biodégradation, ce qui 

peut provoquer leur accumulation dans l’environnement. La présence d’un groupement 

méthyle en position β, va empêcher la β-oxydation, ce qui nécessite l’intervention d’un autre 

mécanisme comme l’α-oxydation ou une oxydation à l’autre extrémité. Chez certaines 

bactéries, la voie métabolique passe alors par la voie dite de "citronelleol"; c’est le cas de 

Pseudomonas citronellolis capable de dégrader le 2-octene, le 3,6-dimethyloctane et le 2,6-

dimethyldecane (Figure I.10) (Fall et al., 1978), ainsi que chez plusieurs autres espèces 

Pseudomonas (Cantwell et al., 1978). L’augmentation du nombre de ramifications a pour 

effet de diminuer leur biodégradabilité (Davis, 1967; Foster, 1962; McKenna, 1972). Par 

contre une ramification en α n’empêche pas une β-oxidation (Rontani et Giusti, 1986; 

Schaeffer et al., 1979), c’est ce qui explique la biodégradation de composés polyramifiés de 

type isoprenoïque tel le pristane (2,6,10,14-tétraméthyl pentadecane) (Mckenna et Kallio, 

1971; Pirnik et al., 1974; Rontani et al., 1986; Ko et Lebealt, 1999; Alvarez, 2003). 
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 L’oxydation des alcanes ramifiés commence généralement par le groupement méthyle 

terminal le plus éloigné de la ramification et l’acide gras formé est ensuite incorporé dans les 

lipides cellulaires. Par β-oxydation, la dégradation peut se poursuivre jusqu'à la ramification 

où une ω-oxydation sera alors nécessaire pour une minéralisation complète de l’alcane. 

 

 

β-oxydation

CH2OH CH2OH CH2OH

CH3COSCoA

COSCoA
R

R
COSCoA

.
CO2

R
COSCoA

.
CO2 CH2

.
CO2H

COSCoA
R

O

Oxydations  ultérieures

Voie 
Citronellol

2,6-dimethyl-2-octène
3,6-diméthy-octane

2,6-diméthyl-décane

Avec R: , ou
 

 

 

Figure I.10. Voies métaboliques de la dégradation des hydrocarbures ramifiés par 

Pseudomonas citronellolis suivant la voie "Citronellol" 

 

Plusieurs travaux se sont intéressés aux mécanismes de dégradation du pristane 

puisque les hydrocarbures isoprénoïques sont des produits naturels ubiquistes et que le 

pristane est un composé relativement inerte et très utilisé comme marqueur biologique. Les 

mécanismes de dégradation du pristane souvent rencontrés chez les bactéries sont indiqués à 

la Figure I.11. 
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Figure I.11. Mécanisme de dégradation du pristane. 

 

 La présence de deux groupements méthyles chacun en position β des extrémités de la 

chaîne hydrocarbonée (ramification antéiso) bloque la dégradation des alcanes linéaires 

(Schaeffer et al., 1979). 
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Par ailleurs, Rontani et Giusti (1986) ont montré que l’oxydation directe en position 3 

était possible: une population mixte de bactéries marines a en effet oxydé un composé α-

disubstitué aux deux extrémités, le 2,2,4,4,6,8,8-heptaméthylnonane. 

 

Berekaa et Steinbüchel (2000) ont isolé deux souches Mycobacterium : Mycobacterium 

fortuitum et Mycobacterium ratisbonense, capables d’utiliser l’alcane ramifié le squalane 

(2,6,10,15,19,23-hexaméthyltetracosane) et son hydrocarbure parent insaturé le squalène 

comme source unique de carbone. Une partie du mécanisme de dégradation de ce composé 

correspond à celle du pristane et une autre partie correspond à la voie de Citronellol (Figure 

I.12). 
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Figure I.12. Voie métabolique de la dégradation du squalane par Mycobacterium fortuitum et 

ratisbonense (Berekaa et Steinbüchel, 2000). 
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II.2.1.3. Biodégradation des alcènes 

 

 La voie métabolique la plus importante dans la dégradation des alcènes, correspond à 

l’oxydation du groupement méthyle terminal pour donner un alcool primaire ω-insaturé, qui à 

son tour sera oxydé en acide (Stewart et al., 1960). Une autre voie métabolique a été montrée 

par les études de Van der Linden (1963) et de Huybregtse et Van der Linden (1964) sur 

l’oxydations des alcènes, qui est la formation d’un époxyde, d’un diol-1,2, d’un α-hydroxy 

acide et enfin d’un acide saturé (l’aldéhyde qui est un métabolite intermédiaire n’a pas été 

détecté). Des études ultérieures ont confirmé ce deuxième mécanisme (Markovetz et al., 1967; 

Klug et Markovetz, 1967; Makula et Finnerty, 1968b; Schwartz et McCoy, 1973; Vaz et al., 

1998; Small et Ensign, 1997). La Figure I.13, montre ces deux voies métaboliques dans le cas 

des alcènes terminaux. 

 
CH3 - (CH2)n - CH    CH2

CH3 - (CH2)n - CH - CH2

O

CH3 - (CH2)n - CH - CH2

OHOH

CH3 - (CH2)n - CH - COOH

OH

CH3 - (CH2)n -COOH  + CO2

HO - CH2 - (CH2)n - CH - CH2

O

HO - CH2 - (CH2)n - CH    CH2

HOOC - (CH2)n - CH    CH2

 
 

Figure I.13. Voies métaboliques de la dégradation des alcènes terminaux 

(d’après Ratledge, 1978). 
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II.2.2. Voies métaboliques de dégradation des hydrocarbures saturés cycliques 

 
Le pétrole brut est un mélange complexe contenant notamment des séries homologues 

de cyclanes alkylés tel que les n-alkyl-cyclohexanes et les n-alkyl-cyclopentanes (Williams et 

al, 1988; Kissin, 1990; Dong et al., 1993). De nombreux dérivés polycycliques sont aussi 

présents et certains d’entre eux, tels les stéranes et les triterpanes sont caractéristiques de 

l’origine du pétrole. Cette famille peut représenter entre 30 et 50 % des hydrocarbures d’un 

pétrole brut (Bertrand et Mille, 1989). 

L’accumulation de ces composés dans l’environnement, montre leur caractère 

relativement réfractaire aux attaques microbiennes. Cependant, un grand nombre de 

microorganismes incluant les champignons, les algues et essentiellement les bactéries sont 

capables de les dégrader (Davis et Raymond, 1961; Beam et Perry, 1974a; Feinberg et al., 

1980; Rontani et Bonin, 1992; Dutta et Harayama, 2001; Rios-Hermandez et al., 2003). 

Les cycloalkanes non substitués peuvent être oxydés et transformés en lactones 

hydrolysables, conduisant ultérieurement à un diacide (Figure I.14) (Beam et Perry, 1974a; 

Trudgill, 1978). 

 

(CH2)n       CH2 (CH2)n       CHOH (CH2)n       C O

(CH2)n       C O

O COOH

(CH2)n-1

 COOH

Dégradations
ultérieures

 
 

Figure I.14. Biodégradation des cycloalcanes non-substitués (Bertrand et Mille, 1989). 

 

Les dérivés substitués des cycloalcanes sont plus facilement dégradés que les 

molécules parentales homologues. La dégradation des cyclohexanes n-alkyl substitués a été 

largement étudiée du fait de leur présence dans le pétrole brut et leur accumulation dans 

l’environnement. 
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Figure I.15. Voies métaboliques de la dégradation des alkyl-cyclohexanes (Bertrand et Mille, 

1989). 
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Généralement, le groupement méthyle terminal de la chaîne n-alkyl de ces composés est 

initialement oxydé en acide carboxylique ; un processus de dégradation par β-oxydation 

conduit ensuite à l’acide cyclohexylcarboxylique ou à l’acide cyclohexyl-acétique suivant que 

le nombre d’atomes de la chaîne alkyle est impair ou pair (Dutta et Harayama, 2001; Rontani 

et Bonin, 1992; Trudgill, 1978; Feinberg et al., 1980). Ces derniers métabolites peuvent être 

dégradés par un mécanisme d’hydroxylation, aromatisation et une ouverture du cycle selon 

plusieurs mécanismes dépendant de la parité de la chaîne alkyle (Trudgill, 1978). Les voies 

métaboliques sont rapportées sur la Figure I.15. 

 

Rontani et Bonin (1992) ont montré qu’en présence d’un mécanisme d’α-oxydation la 

production de l’acide cyclohexylcarboxylique est possible à partir d’un alkyl-cyclohexane à 

nombre pair d’atomes de carbone tel que le dodecylcyclohexane. L’acide cyclohexyl-

carboxylique formé est ensuite métabolisé par un mécanisme classique de β-oxydation (Guyer 

et Hegeman, 1969; Blakley et Papish, 1982; Rontani et Bonin, 1992), comme le montre la 

Figure I.16. 

 

COOH COOH COOH

OH

COOH

O

COOH

COOH

β−oxydation

 
 

Figure I.16. Assimilation de l’acide cyclohexyl-carboxylique par Alcaligenes sp. PHY 12 

suivant un mécanisme de β-oxydation (Rontani et Bonin, 1992). 

 

 Nous tenons à signaler que les phénomènes de co-oxydation sont très importants dans 

la dégradation totale  de ce type de composés. En effet, certaines bactéries présentent une 

complémentarité enzymatique leur permettant la dégradation totale des cycloalcanes et des 

cyclanes substitués. 
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II.2.3. Biodégradation des hydrocarbures aromatiques 

 

Les hydrocarbures aromatiques sont des polluants ubiquistes dans l’environnement. 

Plusieurs sortes d’hydrocarbures aromatiques et polycycliques aromatiques existent avec une 

grande variété de substituants alkyles en certaines positions, dépendant de leurs origines. En 

plus de leur présence dans le pétrole (10 à 30 % des hydrocarbures totaux), les hydrocarbures 

aromatiques sont produits en quantité importante par l’activité humaine, et notamment dans 

les processus de pyrolyse et de combustion mis en œuvre dans l’industrie, le transport et le 

chauffage. Ils sont détectés dans des échantillons d’air, d’eau et de sol, ainsi que dans les 

végétaux et les aliments. A part le cas particulier des aromatiques monocycliques, les 

pouvoirs mutagène et cancérogène apparaissent pour les hydrocarbures aromatiques 

polycycliques à partir de quatre cycles et sont particulièrement marqués pour les 

hydrocarbures polycycliques aromatiques à cinq et six cycles (Bouchez et al., 1996). 

Plusieurs travaux de recherche ont fait l’objet de la distribution des hydrocarbures 

polycycliques aromatiques dans l’environnement et leurs effets sur la santé humaine: 

plusieurs de ces composés ont été reconnus cancérigènes. 

 

Les hydrocarbures de faible poids moléculaire sont très solubles dans l’eau et par 

conséquent très toxiques pour les microorganismes. Ils peuvent interagir avec la membrane 

cellulaire des microorganismes (Sikkema et al., 1992, 1994; de Smet et al., 1978; Uribe et al. 

1985). Ces interactions conduisent à des changements structuraux et fonctionnels de la 

membrane, ce qui par conséquent, peut diminuer la croissance et l’activité cellulaire (Uribe et 

al., 1990; Sikkema et al., 1994) . 

 

 La dégradation des hydrocarbures aromatiques par les microorganismes est très 

importante pour l’élimination de ces composés des systèmes aquatiques et terrestres. Les 

procaryotes et les eucaryotes ont des capacités enzymatiques  qui leur permettent d’oxyder les 

composés aromatiques  et polyaromatiques dont la taille peut varier du benzène au benzo(a)-

pyrène (Cerniglia, 1984). Les bactéries oxydent initialement les hydrocarbures aromatiques 

par l’incorporation de deux atomes d’oxygènes moléculaires dans le substrat pour former des 

dihydrodiols de configuration cis (Gibson et al., 1975). Cette réaction est catalysée par une 

enzyme, la dioxygénase. L’oxydation des cis-dihydrodiols conduit à la formation de catéchols 

(Gibson et al., 1968). Généralement, l’oxydation se poursuit par une rupture ortho (rupture de 

la liaison entre les deux groupements hydroxyle) ou méta (rupture d’une laison entre un 
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carbone portant un groupement hydroxyle et le carbone immédiatement voisin ne portant pas 

de groupement hydroxyle) du cycle qui est assuré par une autre dioxygénase (Dagley, 1971), 

comme le montre la Figure I.17 correspondant à la dégradation du benzène. 

 

 Pour les dérivés méthylés du benzène tel que le toluène ou le xylène, l’oxydation 

dépend du microorganisme. L’attaque enzymatique initiale peut se faire au niveau du 

groupement méthyle pour donner l’acide benzoïque, ou sur le cycle aromatique pour former 

des méthyl-catéchols, ou sur les deux à la fois (Hopper, 1978; Cerniglia, 1984).   

 

 En ce qui concerne les alkyl-benzènes qui sont des produits caractéristiques du pétrole 

et dont la présence est utilisée comme indicateur de contamination pétrolière des sédiments et 

des organismes marins (Bouchez et al., 1996), plusieurs travaux de recherche se sont 

intéressés à l’étude de leur voies métaboliques de dégradation par les bactéries (Chablain et 

al., 2001; Wilkes et al., 2000; Budzinski et al., 1998; Amund et Higgins, 1985; Dutta et 

Harayama, 2001; Sariaslani et al., 1974). Généralement, il se produit une oxydation du 

groupement méthyle terminal qui donne l’acide phényl-alcanoïque correspondant, qui par une 

série de β-oxydations peut conduire à l’acide benzoïque ou à l’acide phenyl-acétique en 

fonction du nombre d’atomes de la chaîne alkyle. La dégradation peut s’arrêter à ce stade ou 

se poursuivre au niveau du cycle aromatique. Dans certains cas la co-oxydation par des 

populations microbiennes mixtes peut jouer un rôle très important dans la dégradation 

complète de ces composés (Hopper, 1978). Par ailleurs, Rontani et al. (1987) ont montré que 

la photo-oxydation des alkylbenzènes permettait d’accélérer leur dégradation par les bactéries. 
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Figure I.17. Voies métaboliques de la dégradation du cycle aromatique: cas du benzène. 
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II.3. FACTEURS PHYSIQUES ET CHIMIQUES AFFECTANT LA BIODEGRADATION 

DES HYDROCARBURES 

 

 La biodégradation des hydrocarbures est l’un des premiers mécanismes conduisant à la 

transformation de ces polluants en produits moins toxiques. Les travaux de recherche sur 

l’oxydation des hydrocarbures par les microorganismes ont montré que ce processus dépend 

de la structure chimique des hydrocarbures et des conditions environnementales. Les facteurs 

physico-chimiques influant sur la vitesse de biodégradation microbienne sont: la température, 

l’oxygène disponible, le pH, la salinité, les éléments nutritifs, l’osmose et la pression 

hydrostatique (Leahy et Colwell, 1990; Atlas, 1981). 

  

II.3.1. Composition chimique des hydrocarbures 

 

 La spécificité des substrats à l’attaque microbienne a été largement étudiée. Atlas 

(1981) et Leahy et Colwell (1990), ont classé les composés du pétrole en quatre familles: les 

hydrocarbures saturés, les aromatiques, les asphaltènes (phénols, acides gras, kétones, esters 

et porphyrines) et les résines (pyridines, quinolines, carbazoles, sulfoxides, et amides). Ces 

composés différents par leur susceptibilité à l’attaque microbienne. Ainsi la vitesse de 

biodégradation est plus élevée pour les saturés, viennent ensuite les aromatiques légers, les 

aromatiques à haut poids moléculaire, les composés polaires ayant la vitesse de dégradation la 

plus faible. 

Les hydrocarbures saturés incluent les n-alcanes, les alcanes ramifiés et les cyclo-

alcanes (naphtènes). Les alcanes normaux ou à chaînes linéaires sont les plus abondants (10 à 

40 % des hydrocarbures totaux dans le cas du pétrole léger et peuvent atteindre dans certains 

cas 60 %) et les plus rapidement dégradables: les n-alcanes à nombre de carbone supérieur à 

44 peuvent être métabolisés par les microorganismes mais ceux ayant de 10 à 24 atomes de 

carbone (C10-C24) sont généralement les plus facilement dégradables. Les alcanes ramifiés 

sont plus récalcitrants à la biodégradation que les n-alcanes et plus le nombre de ramifications 

augmente, moins ces composés sont susceptibles à la dégradation microbienne. Les 

hydrocarbures cycliques constituent une fraction importante des hydrocarbures dans la plupart 

des bruts pétroliers, ils sont plus difficilement dégradables que les deux séries précédentes à 

cause de leur toxicité suite à l’interaction avec la membrane cellulaire des microorganismes 

(Sikkema et al., 1994, 1995). Les expériences montrent de façon non équivoque que la 

biodégradation des cycloalkanes est très  limitée (Atlas, 1981). La non accumulation des 
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hydrocarbures cycliques dans l’environnement, implique des phénomènes non conventionnels 

de dégradation tel que l’intervention des phénomènes de co-oxydations impliquant plusieurs 

souches microbiennes dont l’équipement enzymatique est complémentaire (Bertrand et al., 

1983; Perry, 1979; Rontani et al., 1985; Leahy et Colwell, 1990). 

Les hydrocarbures aromatiques constituent généralement 10 à 30 % des hydrocarbures 

totaux d’un brut pétrolier (Bertrand et Miller, 1989). Des études sur la transformation de ces 

hydrocarbures par les microorganismes ont montré leur toxicité cellulaire (Sikkema et al., 

1995). Les hydrocarbures aromatiques de faible poids moléculaires constituent généralement 

2 à 20 % des hydrocarbures des pétroles légers et moins de 2 % des hydrocarbures des 

pétroles lourds (Congress of the United States, Office of Technology Assessment, 1991), tels 

que les alkyl-benzènes légers qui sont les plus toxiques à cause de leur solubilité dans l’eau, 

mais peuvent cependant être métabolisés par les microorganismes quand ils sont présents en 

faibles concentrations. La structure moléculaire de ces substrats détermine la vitesse de leur 

dégradation: un grand nombre de substituants méthyle empêche l’oxydation initiale (Cooney 

et Summers, 1976; Atlas et al., 1981). Les polyaromatiques sont moins toxiques pour les 

microorganismes, mais ils sont rarement métabolisés et quand ils le sont  leur biodégradation 

est lente: c’est ce qui explique leur accumulation dans l’environnement. Ces hydrocarbures 

aromatiques lourds constituent 2 à 10 % des hydrocarbures des pétroles légers et plus de 35 % 

des hydrocarbures des pétroles lourds. 

Les asphaltènes et les résines constituent une faible partie du pétrole brut, 1 à 5 % du 

pétrole léger alors qu’un pétrole lourd peut contenir plus de 25 % d’asphaltènes et 20 % de 

résines. Cette dernière classe de composés pétroliers n’est pas biodégradable ou très 

lentement dégradable  

 La biodégradabilité des pétroles bruts est très fortement dépendante de leur 

composition (Atlas, 1975); à une température déterminée, un pétrole léger est plus susceptible 

d’être biodégradé qu’un pétrole lourd. 

 

Par exemple, un brut à très faible teneur en soufre et très riche en composés saturés 

(exemple: Louisiane du Sud) (Tableau I.2) sera facilement biodégradé, contrairement à un 

fuel de type "Buncker C", à très haute teneur en soufre et composés aromatiques. Nous 

signalons également que les n-alcanes contenus dans un pétrole provenant du Vénézuéla sont 

moins bien dégradés que ceux présents dans un pétrole de type "Léger d’Arabie", par suite de 

la présence de produits à plus longue chaîne. 
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Tableau I.2. Proportions des différentes familles de composés dans divers bruts pétroliers 

(d’après Bertrand et Mille, 1989). 

Bruts 

Pétroliers 

Saturés Aromatiques Polaires 

(résines) 

Asphaltènes 

Louisiane du Sud 69 20 10.3 0.3 

Koweit 44 28.3 23.2 4.5 

Buncker C 21.1 34.2 30.3 14.4 

Léger d’Arabie 48 35 9 7.5 

Tunisien (Asthart) 48 32 12 8 

Vénézulien 46 21.6 19.3 9 

Prudhoe Bay 55 25 10 10 

 

 

Ratledge (1978), a rassemblé des règles qui ont une application générale à l’ensemble 

des micro-organismes: 

1- Les hydrocarbures aliphatiques sont assimilés par une grande variété de micro-

organismes, les composés aromatiques peuvent être oxydés mais sont assimilés par 

quelques bactéries seulement. 

2- Les n-alcanes à chaînes courtes, tel que le n-nonane ne sont pas toujours assimilés, 

mais peuvent être oxydés. Seules quelques bactéries ont la capacité de croître sur des 

alcanes plus courts que le n-octane. Quand la longueur de chaîne augmente au delà de 

C9, le facteur de production augmente, mais la vitesse d’oxydation décroît.  

3- Les composés saturés sont plus rapidement dégradés que les insaturés. 

4- Les composés ramifiés sont moins rapidement dégradés que les composés non 

substitués. 

 

II.3.2. Etat physique et concentration des hydrocarbures ou du pétrole. 

 

 Les hydrocarbures tendent à se dissiper dans l’eau formant ainsi des marées noires. 

Sous l’action du vent et des vagues, le pétrole dans l’eau et l’eau dans le pétrole peuvent 

former des émulsions, ce qui augmente la surface du pétrole et par conséquence favorise 

l’attaque microbienne. Par contre les grandes masses ou les nappes de mousse pétrolière de 

viscosité très importante et qui ont un rapport surface/volume faible inhibent la croissance. 
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 La formation d'émulsions par la production et la sécrétion de biosurfactants est un 

processus très important dans l’assimilation des hydrocarbures par les bactéries (Kaplan et al., 

1987; Hommel, 1994; Goswani et Singh, 1991; Broderick et Cooney, 1982; Pines et Gutnick, 

1986, Zhang et Miller, 1992). 

La dispersion artificielle a été étudiée comme moyen d’augmentation de la surface de 

contact entre les hydrocarbures et les membranes cellulaires des microorganismes, cependant, 

les dispersants sont dans la plupart du temps toxiques et peuvent conduire à des dommages 

dans la faune et la flore, et ils peuvent aussi inhiber le processus microbien (Leahy et Colwell, 

1990). 

 Les hydrocarbures à faibles poids moléculaires sont considérés comme des composés 

toxiques pour les microorganismes à cause de leur grande solubilité et par conséquent leur 

concentration très élevée dans les phases aqueuses. Ratledge (1978) rapporte que les n-alcanes 

de courtes chaînes (< C9) sont très toxiques pour les mircrooganismes alors que ceux plus 

longs que le n-nonane, les alcènes > C12, les alkyle-bromides > C10, et les alcanols > C14 ne 

sont toxiques pour aucun microorganisme. Broderick et Cooney (1982), ont montré que la 

dégradation des n-alcanes longs (≥ C12), pour lesquels les solubilités sont inférieures à 0,01 

mg/l s’effectue à des vitesses qui dépassent les vitesses de dissolution des hydrocarbures et 

sont fonction de la surface des hydrocarbures disponibles pour l’émulsification et leur fixation 

par les cellules. 

 

II.3.3. Influence de la température 

 

 La température est un paramètre pouvant influencer la biodégradation du pétrole en  

modifiant son état physique, sa composition chimique, l’activité physiologique des 

microorganismes et par conséquence la vitesse de dégradation des hydrocarbures, ainsi que la 

nature et la concentration des espèces microbiennes présentes (Atlas, 1981; Leahy et Colwell, 

1990). 

 A basse température, la viscosité du pétrole augmente, la volatilisation des composés 

toxiques pour les microorganismes tels que les alcanes de faibles poids moléculaires est 

réduite et leur solubilité dans l’eau augmente par diminution de leur volatilisation, ce qui 

entraîne un ralentissement du métabolisme des microorganismes (Atlas et Bartha, 1972; 

Atlas, 1975). Une diminution de la température est généralement accompagnée par une 

diminution de la vitesse de biodégradation qui peut être expliquée par une décroissance de 
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l’activité enzymatique. Des températures plus élevées ont pour effet d’augmenter la vitesse de 

biodégradation (Walworth et al., 2001; Sandvik et al., 1986; Song et al., 1990). Si l’oxydation 

des hydrocarbures a été observée à des températures inférieures à 0 °C (Rike et al., 2003), ou 

élevées 70-80 °C (Annweiler et al, 2000), le maximum de l’activité métabolique des 

microorganismes est généralement observé à une température comprise entre 30 et 40 °C 

(Bossard et Bartha, 1984). Au delà de la température optimale de croissance et de 

biodégradation on assiste à une augmentation de la toxicité des hydrocarbures et une 

diminution de l’activité métabolique. Röling et al. (2003) mentionnent une inhibition totale de 

la biodégradation au delà de 80-90°C malgré l’isolement de bactéries thermophiles 

(Thermotoga, Thermoanaerobacter, Thermodesulfobacterium) et d’Archae 

hyperthermophiles (Thermococcus, Archeaoglobus) dans des puits  de pétrole où la 

température peut atteindre 100°C. 

 

II.3.4. Influence de l’oxygène 

 

 L’étape initiale du catabolisme des hydrocarbures aliphatiques, cycliques et 

aromatiques par les bactéries et les champignons inclut l’oxydation de ces substrats par 

l’intermédiaire d’hydroxylases et d’oxygénases, pour lesquelles l’oxygène moléculaire est 

indispensable (Leahy et Colwell, 1990; Atlas, 1981; Bertrand et Mille, 1989). Les conditions 

aérobies sont, par suite, nécessaires pour cette voie d’oxydation microbienne des 

hydrocarbures dans l’environnement. Le problème de la limitation de l'oxygène moléculaire 

dans les couches superficielles des colonnes d’eau est inexistant, en effet la concentration en 

oxygène est suffisamment élevée pour assurer l’activité des microorganismes 

hydrocarbonoclastes. Théoriquement, 3,5 g d’oxygène sont nécessaires pour l’oxydation 

complète de 1 g de pétrole; Zobell (1969), a calculé que la quantité d’oxygène dissoute dans 

320 m3 d’eau de mer est nécessaire pour l’oxydation de 1 l de pétrole brut.  

Dans un site très pollué, on aboutira fréquemment à un ralentissement de la 

biodégradation par suite d’une carence en oxygène. Marin et al. (1996), en étudiant  les 

facteurs influençant la biodégradation des hydrocarbures par la bactérie Acinetobacter 

calcoaceticus, ont constaté une augmentation de la dégradation des hydrocarbures totaux et 

des n-alcanes de 10 % après un apport supplémentaire d’oxygène par agitation. 

Les sédiments aquatiques, sont par contre généralement anoxiques, à l’exception de la 

fine couche superficielle (Leahy et Colwell, 1990). Bertrand et al.(1986), ont étudié dans des 

systèmes à flux continu, l’évolution des différents hydrocarbures en fonction de la 
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concentration en oxygène. Ils ont trouvé que la dégradation des hydrocarbures a lieu 

essentiellement dans la partie superficielle des sédiments (0-1 cm), où la concentration en 

oxygène est de 8 ppm, alors qu’elle est plus faible en profondeur. Par contre aucune 

dégradation n’a été observée dans des conditions anaérobies (0,2-0,3 ppm), en dépit d’une 

activité sulfato-réductrice très élevée dans les sédiments. 

La concentration en oxygène a été identifiée comme une variable limitante de la 

vitesse de la biodégradation du pétrole dans les sols (Hurst et al., 1996, El-Kadi, 2001) et les 

eaux souterraines (Boyd et al., 2001). 

La dégradation anaérobie des hydrocarbures par les microorganismes peut se produire 

mais à des vitesses négligeables et son importance écologique est considérée comme de 

moindre importance. 

 

II.3.5. Influences des éléments nutritifs 

 

 Le rejet des hydrocarbures dans les environnements aquatiques, qui contiennent des 

éléments nutritifs inorganiques en faibles concentrations, conduit généralement à des rapports 

carbone/azote et carbone/phosphore très élevés, défavorables pour la croissance microbienne 

(Leahy et Colwell, 1990). Le pétrole lui-même contient de tels nutriments en petites quantités, 

mais ils sont toujours présents sous forme de composés hétérocycliques (exemple: dérivés de 

la pyridine et du pyrrole pour l’azote) ou organométalliques complexes; ils ne sont donc pas 

utilisables par les microorganismes (Bertrand et Mille, 1989). Les sources d’azote et de 

phosphore sont toujours faibles, surtout pendant les périodes de forte activité des organismes 

photosynthétiques. 

 L’azote et le phosphore sont aussi des facteurs limitant la biodégradation des 

hydrocarbures dans les sols (Walworth et al., 2001, 2003; Mohn et Stewart, 2000). 

 

II.3.6. Effet de la salinité et du pH 

 

La salinité moyenne des milieux océaniques est de l’ordre de 3,5 % et l’intervalle de 

variation se situe en général entre les limites de 3,3% et 3,7%. Ces concentrations en sels sont 

compatibles avec la croissance des microorganismes hydrocarbonoclastes (Bertrand et Mille, 

1989). Quand la concentration en chlorure de sodium dépasse 1 M, l’élimination du pétrole 

brut diminue rapidement. Pour ce type de substrat, les fortes salinités constituent donc une 

barrière naturelle pour la biodégradation (Al Mallah, 1988; Tagger et al., 1976; Bertrand et 
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al., 1990). Bertrand et al. (1993) ont étudié l’influence de la concentration en chlorure de 

sodium sur la biodégradation des hydrocarbures par deux communautés microbiennes, ils ont 

trouvé que la biodégradation est maximale pour une concentration de 0,4 M et diminue 

lentement pour des valeurs supérieures et inférieures à celle-ci. Ward et Brock (1978) ont 

montré que la vitesse de la biodégradation des hydrocarbures décroit lorsque la salinité passe 

de 3,3 à 28,4%, et ils ont attribué ces résultats à une réduction générale des vitesses 

métaboliques des microorganismes.  

L’effet de la concentration en NaCl sur la biodégradation dépend de la nature du 

substrat utilisé comme source de carbone (Bertrand et al., 1993); Fernandez et al. (1996) ont 

montré que la souche Marinobacter hydrocarbonoclasticus, bactérie marine halotolérante 

dégrade l’eicosane, avec un taux de biodégradation de 90% pour des concentrations en 

chlorure de sodium comprises entre 0,2 et 2,5 M. 

 

L’influence du pH a été très peu étudiée, mais il ne semble jouer qu’un rôle 

relativement mineur en milieu marin. Contrairement à la plupart des écosystèmes aquatiques, 

les sols peuvent avoir des valeurs de pH très variables, allant de 2,5 à 11,0. Des valeurs 

extrêmes de pH, ce qui est le cas pour quelques types de sols, pourraient avoir une influence 

négative sur la capacité des microorganismes à dégrader les hydrocarbures. La croissance des 

bactéries hétérotrophes et des champignons étant favorisée par un pH proche de la neutralité 

(Leahy et Colwell, 1990). Dibble et Bartha (1979) et Hambrick et al. (1980) ont trouvé que la 

dégradation des hydrocarbures est plus élevée dans des conditions légèrement basiques. 

Quel qu’il soit, le pH des milieux marins n’atteint jamais des valeurs suffisamment 

extrêmes pour inhiber la biodégradation. 

 

II.3.7. Effet de la pression 

 

 La pression n’est considérée comme une variable dans la biodégradation des 

hydrocarbures que dans les profondeurs des océans (Leahy et Colwell, 1990; Bertrand et 

Mille, 1989; Atlas, 1981). En effet, le pétrole qui n’est pas dégradé dans les eaux de surface 

va progressivement s’enfoncer, en subissant une lente transformation, et ce sont les molécules 

difficilement dégradables qui atteindront le fond des océans. La profondeur moyenne de ceux-

ci est de 3800 m (ce qui correspond à une pression de 380 bars) et la température est 

inférieure à 5 °C (Bertrand et Mille, 1989). Schwarz et al. (1974, 1975) ont étudié la 

croissance et l’utilisation des hydrocarbures par les bactéries isolées de sédiments marins 
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profonds, en fonction de la pression. Ils ont trouvé que la vitesse d’utilisation des 

hydrocarbures est fortement diminuée à hautes pressions. Sous une pression de 1 bar (pression 

atmosphérique), ces bactéries dégradent 94 % de l’hexadécane en 8 semaines alors qu’il leur 

faut 40 semaines pour arriver au même résultat à 500 bars. Il apparaît donc, que les 

hydrocarbures qui parviennent aux grandes profondeurs océaniques sont très lentement 

dégradés par les microorganismes et par conséquent peuvent persister pendant de longues 

périodes. 

 

III. BIODEGRADATION DES HYDROCARBURES DANS LES gisements  DE PETROLE et 

voies anaerobies 

 

III.1. BIODEGRADATION DES HYDROCARBURES DANS LES PUITS DE PETROLE 

 

 La biodégradation du pétrole conduit à une diminution du pourcentage des 

hydrocarbures facilement biodégradables (n-alcanes, alcanes monocycliques, phénylalcanes) 

et par conséquence une augmentation de sa densité, de sa teneur en soufre, de son acidité et sa 

viscosité (Connan, 1984; Lal et Khanna, 1996). Ces changements ont des conséquences 

économiques négatives sur la production du pétrole et les opérations de son raffinage. 

 L’activité microbiologique dans les puits de pétrole peut être le résultat des activités 

humaines par introduction de microorganismes et de produits chimiques (nutriments, 

accepteurs d’électrons) lors de l’exploitation des gisements. Ces derniers peuvent stimuler la 

croissance microbienne et donc induire des modifications dans la composition du pétrole. 

La biodégradation aérobie des hydrocarbures dans les gisements de pétrole a été 

largement étudiée (Evans et al., 1971; Hunt, 1979; Winters et Williams, 1969). Cependant, il 

a été montré que l’apport en oxygène dans ces gisements est insuffisant pour assurer l’activité 

microbiologique aérobie (Horstad et al., 1990, 1992), il a donc été suggéré que la 

biodégradation anaérobie est le processus prépondérant dans la dégradation des hydrocarbures 

dans les roches réservoirs de pétrole (Röling et al., 2003; Zengler et al., 1999; Wilkes et al., 

2001; Widdel et Rabus, 2001). En effet, les premières bactéries isolées des eaux provenant 

des champs de pétrole par Bastin (1926) étaient anaérobies et Connan et ses collaborateurs 

(Bernard et Connan, 1992; Magot et Connan, 1993; Connan et al., 1996) ont montré la 

présence de différents organismes anaérobies dans les gisements de pétrole. Ils ont avancé 

l'hypothèse que ces organismes sont majoritairement responsables de la dégradation des 
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hydrocarbures en profondeurs. La détection de métabolites spécifiques, produits uniquement 

par voies métaboliques anaérobies a confirmé cette hypothèse (Röling et al., 2003). 

Dans les réservoirs, 80 % du volume est occupé par le pétrole alors que les 20 % 

restants (sous forme de pores) le sont par de l’eau de salinité variable constituant le milieu de 

croissance des organismes. Les réservoirs de pétrole sont aussi caractérisés par des 

températures élevées puisque la température augmente de 2 à 3° par 100 mètres de 

profondeur. Généralement, une biodégradation significative se produit à des températures 

inférieures à 80 °C (Connan, 1984) correspondant à une profondeur maximale de l’ordre de 4 

km, mais cela ne signifie pas que tous les réservoirs à basse température contiennent du 

pétrole biodégradé (Wilhelms et al., 2001). Au de là d’une température de 80-90 °C, on 

assiste à une inhibition de la biodégradation (Connan, 1984; Bernard et Connan, 1992; Röling 

et al., 2003). 

 

 Les organismes majeurs responsables de la dégradation des hydrocarbures dans les 

réservoirs de pétrole sont les bactéries et les archaea et la connaissance du degré de 

dégradation du pétrole est très importante avant toute exploitation (Larter et al., 2003). Cette 

dégradation se passe à une vitesse très faible  de l’ordre de 10-6 à 10-7 kg d’hydrocarbures/kg 

de pétrole/an; ce qui nécessite des millions d’années pour perturber la composition du pétrole 

dans les roches réservoirs (Larter et al., 2003). Par exemple: 15 millions d’années sont 

approximativement nécessaires pour éliminer les n-alcanes d’un pétrole lourd et 5 millions 

d’années pour un pétrole léger. La vitesse de biodégradation est limitée par la diffusion des n-

alcanes vers la surface de contact entre l’eau et le pétrole et la disponibilité d’éléments 

nutritifs tels que l’azote et le phosphore. 

Les conditions physico-chimiques dans les réservoirs de pétrole telles que le pH, la 

salinité, la pression, les conditions redox et la température, représentent des obstacles dans 

l’isolement et l’étude des microorganismes présents. La reproduction des conditions in situ 

permet généralement d’isoler des organismes représentatifs (Yanagibayashi et al., 1999). La 

plupart des informations obtenues ont été recueillies à partir d’échantillons de pétrole 

provenant des réservoirs: des bactéries thermophiles (Thermotoga, Thermoanaerobacter, 

Thermodesulfobactrium) et des archaea hyperthermophiles (Thermococcus, Archeaoglobus) 

ont été isolées d’échantillons de pétrole provenant d’un gisement à 1670 mètres de profondeur 

(Grassia et al., 1996), ces microorganismes peuvent se développer dans des conditions 

comparables à celles in situ (74-171 mM NaCl, 65-70 °C et une pression comprise entre 50 et 

150 bars). 
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III.1. VOIES DE DEGRADATION ANAEROBIE 

 

 De nombreux microorganismes ont développé des capacités métaboliques leur 

permettant d'utiliser les hydrocarbures comme donneurs d'électrons et comme sources de 

carbone pour la synthèse cellulaire. 

 La dégradation des hydrocarbures par les microorganismes dans des conditions 

aérobies est bien connue depuis plus d'un siècle, alors que l'utilisation de ces composés dans 

des conditions anoxiques (sédiments profonds et réservoirs de pétrole) n'a été étudiée que 

durant la dernière décennie. En effet, il a été largement admis que pour les bactéries dégradant 

les hydrocarbures en aérobiose, la présence d'oxygène moléculaire est indispensable pour 

l'activation enzymatique initiale des hydrocarbures (Britton, 1984; Gibson et Subramanian, 

1984). Cette activation se traduit par l'introduction d'un ou plusieurs groupements hydroxyles 

dans la molécule apolaire. L'absence de l'oxygène moléculaire dans les environnements 

anoxiques nécessite un nouveau mode d'activation biochimique pour convertir les 

hydrocarbures apolaires en des composés comportant des groupements fonctionnels: la 

présence de groupements fonctionnels (hydroxyle, carbonyle ou carboxyle) dans les 

composés organiques est indispensable pour toute réaction d'oxydation ultérieure (Spormann 

et Widdel, 2000; Widdel et Rabus, 2001). 

 Différentes souches de bactéries anaérobies capables de dégrader les hydrocarbures 

ont été isolées de sites contaminés. Ces bactéries utilisent le nitrate, le fer (III) ou le sulfate 

comme accepteurs d'électrons (Figure I.18). Un mécanisme de dégradation par 

méthanogénèse peut avoir lieu dans des environnement où l'oxygène, le nitrate, le fer (III) et 

le sulphate sont totalement absents (Zengler et al., 1999). 

Le tableau I.3, montre des exemples de bactéries anaérobies dégradant les 

hydrocarbures aliphatiques et aromatiques classées en fonction de l'accepteur d'électrons. 
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Hydrocarbures
CnHm

NO3
-Fe (III)SO4

2-

CO2CO2CO2CO2

N2
Fe (II)H2SCH4

BiomasseBiomasseBiomasseBiomasse

H2O

 
 

Figure I.18. Les différentes voies métaboliques de la dégradation des hydrocarbures en 

fonction de l'accepteur d'électrons. 

 

 

Tableau I.3. Exemples de bactéries anaérobies dégradant les hydrocarbures aromatiques et 

aliphatiques. 

 

Espèce ou souche bactérienne HYDROCARBURES 

METABOLISES 

Références 

Bactéries dénitrifiantes 

Thauera aromatica T1 

Azoarcus tolulyticus Td15 

Azoarcus sp. souche EB1 

Souche HxN1 

Souche HdN1 

 

Bactéries réduisant le fer 

Geobacter metallireducens GS15 

 

Bactéries réduisant le sulfate 

Desulfobacula toluolica 

Desulfobacterium cetonicum 

Souche AK-01 

 

Toluène  

Toluène, m-xylène 

Ethylbenzène 

Alcanes (C6-C8) 

Alcanes (C14-C20) 

 

 

Toluène 

 

 

Toluène 

Toluène 

Alcanes (C13-C18) 

 

Evans et al. (1991) 

Fries et al. (1994) 

Ball et al. (1996) 

Ehrenreich et al. (2000) 

Ehrenreich et al. (2000) 

 

 

Loveley et Lonergan (1990) 

 

 

Rabus et al. (1993) 

Harms et al. (1999) 

So and Young (1999) 
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 La dégradation des hydrocarbures aromatiques et en particulier le toluène a été la plus 

étudiée du fait qu'elle assure une croissance rapide des bactéries. Des études récentes, ont 

montré que l'étape initiale dans la dégradation des n-alcanes, du toluène, des xylènes et de 

l'éthylbenzène par les bactéries dénitifiantes se traduit par l'introduction d'une molécule de 

fumarate pour former un substituant succinate (Heider et al., 1999; Spormann et Widdel, 

2000; Widdel et Rabus, 2001), comme le montre la Figure I.19. 
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Figure I.19. Métabolisme de dégradation du toluène par les bactéries dénitrifiantes. 

 

 La dégradation du propylbenzène par les bactéries dénitrifiantes s'effectue par 

hydroxylation pour donner le 1-phenyl-1-propanol et ensuite la propiophénone (Figure I.20; 

Rabus et Widdel, 1995). 
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Figure I.20. Métabolisme de dégradation du propylbenzène par les bactéries dénitrifiantes. 
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La dégradation anaérobie du toluène et des alkylbenzènes tel que le m-xylène ou 

l'éthylbenzène a été également étudiée pour différents accepteurs d'électrons. L'activation des 

hydrocarbures saturés s'effectue par l'addition d'un composé carboné plutôt que par 

désaturation ou hydratation. Enfin, il faut noter que la dégradation des hydrocarbures en 

anaérobiose compte encore des domaines mal connus. 

 

IV. LES LIPIDES DES BACTERIES GRAM-NEGATIVES 

 

 Un très grand nombre de bactéries hydrocarbonoclastes sont des bactéries Gram-

négatives (Acinetobacter, Aeromonas, Pseudomonas, Mycobacterium), et incluent les 

bactéries étudiées dans nos travaux. Il est donc important de faire le point sur la composition 

de leurs lipides. Ceux-ci sont essentiellement localisés dans l’enveloppe cellulaire constituée 

essentiellement de trois couches: la membrane cytoplasmique, la couche peptidoglycane et la 

membrane extérieure: 

• la membrane cytoplasmique: contient des phospholipides et des protéines en quantités 

quasiment égales et joue un rôle dans le transport des éléments nutritifs, dans la 

phosphorylation oxydative et dans la synthèse des phospholipides, du peptidoglycane 

et des lipopolysaccharides. 

• la couche peptidoglycane: est constituée de chaînes linéaires contenant alternativement 

la N-acétyl-glucosamine et l’acide N-acétylmuranique. Dans les bactéries Gram-

négatives, une monocouche de peptidoglycane entoure la membrane cytoplasmique et 

sa rigidité permet à la cellule de supporter la pression osmotique du cytoplasme qui est 

de l’ordre de 3,5 bars. 

• la membrane extérieure: elle a la même épaisseur que la membrane cytoplasmique, qui 

est de l’ordre de 7,5 nm. Elle contient 9 à 12 % des protéines cellulaires, alors que les 

phospholipides et les lipopolysaccharides sont les constituants majeurs. Cette 

membrane est reliée à la couche peptidoglycane par des liaisons covalentes via des 

lipoprotéines. 

Il existe une nette différence de composition entre les parois cellulaires des bactéries 

Gram-négatives et celles des bactéries Gram-positives (Figures I.21 et I.22). La paroi 

cellulaire des bactéries Gram-positives est essentiellement constituée par un peptidoglycane, 

auquel est attachée une fraction lipidique généralement peu importante, et il n’y a pas de 

membrane externe. En plus du peptidoglycane, on distingue les acides téichoïques qui sont 
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des polymères de glycérol ou de ribitol joints par des groupes phosphates. Ils sont chargés 

négativement et jouent un rôle dans la fixation des ions Mg++.  

 
Figure I.21. Structure de la paroi cellulaire des bactéries Gram-négatives (d’après Lugtenberg 

et Van Alphen, 1983). 

 
Figure I.22. Structure de la paroi cellulaire chez les bactéries Gram-positives. 
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IV.1. LES PHOSPHOLIPIDES 

 
 Les phospholipides membranaires constituent entre 3 et 9 % du poids sec des bactéries 

Gram-négatives (Raetz 1978). Généralement, la phosphatidylethanolamine est le constituant 

majeur des phospholipides dans différents bactéries Gram-négatives (exemple : E. coli, S. 

typhimurium, P. aeruginosa, …), d’autres composés tel que le phosphatidylglycérol et le 

diphosphatidylglycérol (ou cardiolipine) ont été identifiés en quantités importantes (structures 

indiquées dans la Figure I.23) ( Lugtenberg et Van Alphen, 1983; Raetz, 1978; Albelo et 

Domenech, 1997); ces derniers sont des composés dérivés du 1,2-diacyl-sn-glycerol-3-

phosphate (FigureI.23) (d’après Kates, 1986). 

Ces phospholipides peuvent se trouver dans des proportions différentes dans les deux 

membranes cellulaires (den Kamp, 1979). La phosphatidylethanolamine peut constituer 

jusqu'à  90 % des phospholipides de la membrane extérieure, alors que les deux autres se 

trouvent en quantités importantes dans la membrane cytoplasmique (Lugtenberg, 1976, 1981; 

Lugtenberg et Van Alphen, 1983). Les compositions en acides gras des 

phosphatidylethanolamine, phosphatidylglycérol et cardiolipine sont relativement similaires 

(Raetz, 1978). Elles sont constituées essentiellement d’acides gras saturés et insaturés ainsi 

que de leur dérivés cyclopropanes. Dans le cas d'Escherichia coli, la membrane extérieure est 

plus riche en acides gras insaturés alors que la membrane cytoplasmique est enrichie en acides 

gras insaturés et cyclopropaniques (Lugtenberg et Peters, 1976). 
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Figure I.23. Structure des phospholipides membranaires les plus importants de E. coli 

(d’après Raetz, 1978). 
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IV.2. LES LIPOPOLYSACCHARIDES 

 

A partir des bactéries Gram-négatives, il est possible d’isoler des substances 

complexes douées de propriétés toxiques et antigéniques renfermant une partie 

polysaccharidique et une partie lipidique, ainsi que quelques acides aminés. Ces substances 

sont appelées lipopolysaccharides parce que, à la différence des glycolipides, elles sont 

solubles dans l’eau (en donnant d’ailleurs des solutions opalescentes) et insolubles dans les 

solvants organiques usuels (Asselineau, 1962). La Figure I.24 montre la structure chimique 

d’un lipopolysaccharide présent chez trois entérobactéries: Salmonella minnesota, 

Escherichia coli et Proteus  mirabilis (Seydel et al., 1984). 

Les lipopolysaccharides peuvent atteindre des poids moléculaires très élevés: environ 

1 million pour le lipopolysaccharide isolé de Brucella melitensis, et 10 millions pour celui de 

Serratia marcescens ou Shigella dysenteria. 

Le lipopolysaccharide qui est caractéristique des bactéries Gram-négtives, est une 

molécule amphipatique contenant une partie hydrophobe appelée lipide A libérée par une 

hydrolyse partielle et une partie hydrophile constituée d’une chaîne de sucres généralement 

ramifiée. Les sucres fréquemment rencontrés dans les lipopolysaccharides sont: les heptoses 

(par exemple, D-glycero-D-mannoheptose chez Chromobacterium violaceum), des 3,6-

didésoxy-sucres (abéquose, colitose, tyvelose, paratose), ou des sucres aminés (par exemple, 

N-acétyl D-fucosamine chez C. violaceum). 

Pour une même espèce de bactérie la composition en acides gras est sensiblement 

différente de celle des phospholipides. Les lipopolysaccharides sont particulièrement riches 

en acides hydroxyalcanoïques (Bryn and Rietschel, 1978; Seydel et al., 1984; Wilkinson, 

1988; Thérisod et al., 2001, 2002; Hussein et al., 2001, Kussak et Weintraub, 2002; Ogawa et 

al., 2003; Hashimoto et al., 2003) reliés par des liaisons esters ou amides au 

lipopolysaccharide (Tableau I.4.). 
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Lipide A R1 R2 R3 

Salmonella. minnesota 14:0 12:0 16:0 

 2-OH-14:0   

Escherichia coli 14:0 12:0 H 

Proteus  mirabilis (37 °C) 14:0 14:0 H, 16:0 

Proteus mirabilis (12 °C) 14:0 16:1ω7 H, 16:0 

 

 

Figure I.24. Structure des lipides A lipopolysaccharidiques de quelques entérobactéries 

(d’après Seydel et al., 1984). 
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Tableau I.4. Composition en acides gras du lipide A selon le type de liaison aux chaînes 

polysaccharidiques pour différentes bactéries Gram-négatives. 

 
Lipides  Type de liaison au polysaccharide 

Organisme Ester Amide 
Références 

Klebsiellan oxytoca 12:0, 3-OH-14:0 3-OH-14:0 Süsskind et al., 1998 

Mesorhizobium huakuii 16:0, i-17:0, 18:0, 20:0 

27-OH-28:0 

3-OH-12:0, 3-OH-i-13:0 

3-OH-20:0, 3-OH-i-21:0 

3-OH-22:0, 3-OH-21:1 

Choma, 1999 

Escherichia coli 14:0, 3-OH-14:0 12:0, 3-OH-14:0 Seydel et al., 1984 

Wollenweber et al., 1984 

Salmonella minnesota 14:0, 2-OH-14:0 

3-OH-14:0 

12:0, 16:0, 3-OH-14:0 Seydel et al., 1984 

Jiang et al., 2002 

Erwinia carotovora 12:0, 3-OH-14:0 12:0, 3-OH-14:0 Fukuoka et al., 2001 

Acinetobacter calcoaceticus 12:0, 16:1, 16:0, 18:1 

3-OH-12:0 

14 :0, 3-OH-14:0 Goossens et al., 1989 

Shigella flexneri 14:0, 3-OH-14:0 12:0, 3-OH-14:0 Kussak et Weintraub, 

2002. 

Helicobacter mustelae 14:0, 3-OH-14:0 14:0, 3-OH-14:0 Thérisord et al., 2001 

Helicobacter pylori 12:0, 14:0, 16:0, 18:0, 

3-OH-16:0 

3-OH-18:0 Moran et al., 1997; 

Suda et al., 1997 

Yersimia pseudotuberculosis 16:0, 3-OH-14:0 3-OH-14:0 

Yersimia pestis 12:0, 3-OH-14:0 16:1, 3-OH-14:0 

Yersimia ruckeri 12:0, 3-OH-14:0 12:0, 3-OH-14:0 

Yersimia enterocolitica 12:0, 3-OH-14:0 3-OH-14:0 

Thérisod et al., 2002 

Xantomonas hortorum pv. 

vitians 

10:0, 3-OH-10:0 

3-OH-12:0 

3-OH-12:0 Molinaro et al., 1999 

Bacteroides fragilis Non déterminé i-15:0, 3-OH-15:0, 

3-OH-16:0, 3-OH-i-17:0, 

3-OH-17:0 

Wollenwober et al., 1984 

Pseudomonas aeruginosa 3-OH-10:0 12:0, 2-OH-12:0,  

3-OH-12:0 

Wollenwober et al., 1984 

Drewry et al., 1973 

Neisseria meningitidis  3-OH-12:0 12:0, 3-OH-14:0 Kulshin et al., 1992 

Lyngby et al., 2002 

 
Nomenclature: Le nombre avant les deux points indique le nombre de carbones de la chaîne linéaire 
de l’acide gras et celui après les deux points, le nombre d’insaturations. La désignation OH, indique la 
présence d’un groupement hydroxyle sur la chaîne hydrocarbonée et dont la position est indiquée par 
le chiffre juste avant. "i" et "a" indiquent respectivement iso et antéiso. 
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IV. 3. INFLUENCE DES PARAMETRES ENVIRONMENTAUX SUR LA 

COMPOSITION LIPIDIQUE DES BACTERIES GRAM-NEGATIVES 

  

 Pour les bactéries Gram-négatives, les lipides sont les constituants membranaires qui 

jouent un rôle très important dans la structure et le fonctionnement de la membrane cellulaire. 

Des changement dans les paramètres de l’environnement (température, salinité, pH, pression 

osmotique, source de carbone, solvants organiques….) sont accompagnés par des 

modifications dans la composition lipidique. Ainsi, plusieurs travaux se sont intéressés à 

l’étude de la composition lipidique et en particulier les acides gras membranaires dans le but 

de comprendre le mode de protection  des bactéries suite à des modifications dans la 

composition  du milieu extérieur ( Intriago et Floodgate, 1991; Pinkart et White, 1997; Ramos 

et al, 2001; Nichols et al., 2000; Krasikova et al., 1995; Petterson et Baath, 2003; Rabus et al., 

2002; Hazel et Williams, 1990; Brown et al., 2000) et ils ont mentionné que les acides gras 

phospholipidiques sont les plus touchés lors des modifications membranaires suite aux 

adaptations aux nouvelles conditions de culture.  

 

IV.3.1. Influence de la température sur la composition lipidique 

 

 La température de croissance affecte énormément la composition lipidique de la 

membrane, ces changements étant nécessaires pour maintenir une fluidité membranaire 

optimale et constante. Des travaux ont montré que les variations de la température 

s’accompagnent d’une altération de la composition en acides gras lipidiques: des basses 

températures entraînent une augmentation en acides gras insaturés (Rabus et al., 2002; Flahaut 

et al., 2000; Mejia et al., 1999; Carty et al., 1999; Krasikova et al., 1995; Monteolivia-

Sanchez et al., 1988; Russell, 1984), une augmentation des acides gras de faibles poids 

moléculaires et une activité métabolique réduite (Rabus et al., 2002). Carty et al., (1999) ont 

constaté l’apparition de l’acide palmitoléique 16:1 dans le lipide A d’Escherichia coli cultivée 

à 12 °C alors qu’à 30 °C, celui-ci est constitué uniquement d’acides gras saturés. Pour des 

valeurs croissantes de la température, Dubois-Brissonet et al. (2000) et Nichols et al. (2000) 

ont trouvé que  les cellules favorisent la synthèse des acides gras saturés au détriment des 

acides gras insaturés. Dubois-Brissonet et al. (2000), ont constaté aussi une augmentation de 

l’abondance de l’acide gras de courte chaîne 12:0 (acide laurique) chez la bactérie marine 

Peudomonas aeruginosa quand la température diminue.  
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 La température agit directement sur la fluidité membranaire, la flexibilité des protéines 

et la conformation des acides nucléiques (Ramos et al., 2001). Suite à des chocs thermiques, 

les bactéries réagissent en modifiant leurs compositions lipidiques membranaires dans le but 

d’assurer leur intégrité cellulaire en ayant une fluidité optimale. Mejia et al. (1999) mesurant 

la fluidité d’Escherichia coli pour des températures croissantes, ont trouvé que la fluidité 

décroit avec la température et ils ont attribué ces résultats aux changements dans la 

composition lipidique. En effet, la fluidité membranaire dépend directement de la proportion 

en acides gras insaturés dans la cellule.  

Les changements dans la composition en acides gras conditionnent l’homéoviscosité 

de la membrane et permettent ainsi de maintenir sa stabilité et d’avoir une fluidité optimale 

(Russel et Fukunaga, 1990; Ramos et al., 2001). 

 

IV.3.2. Influence de la salinité sur la composition lipidique 

 
 Il existe des environnements où la salinité varie selon les saisons et les activités 

humaines. Les bactéries capables de croître dans de telles conditions possèdent des 

mécanismes physiologiques pouvant les protéger de ces fluctuations. On distingue les 

bactéries halotolérantes pouvant tolérer de hautes concentrations de sel (jusqu’à la saturation; 

5,2 M), mais qui ne sont pas nécessaires à leur développement et les bactéries halophiles dont 

la croissance est absente pour des concentrations en NaCl inférieures à 0,5 M. 

 Les bactéries halotolérantes et halophiles possèdent des mécanismes de protection 

contre les fortes salinités et ce sont ces mécanismes qui déterminent leur abondance et leur 

distribution par rapport aux autres microorganismes. Il a été suggéré que les modifications 

dans la composition lipidique membranaire induites par une variation de la concentration en 

NaCl sont très importantes dans le contrôle de la perméabilité ionique (Komaratat et Kates, 

1975; Ohno et al., 1979; Monteolivia-Sanchez et al., 1988; Russell et Kogut, 1985) et la 

régulation  de la pression osmotique à l’intérieur de la cellule (Russell, 1989). Une 

augmentation de la salinité s’accompagne d’une élévation de la proportion des phospholipides 

anioniques: chez les bactéries Gram-négatives le changement majeur correspond à une 

augmentation de la quantité du phosphatidylglycérol par rapport à celle de la 

phosphatidylethanolamine (Russell, 1989; Sutton et al., 1991). Dans certains cas, le 

ralentissement de la croissance à cause des fortes salinités peut provoquer à son tour une 

augmentation de la proportion du phosphatidylglycérol (Hardwood et Russell, 1984). En effet, 
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une molécule de diphosphatidylglycérol est convertie en deux molécules de 

phosphatidylglycérol suite à une faible croissance. 

 La composition en acides gras subit des modifications importantes suite à un 

changement de la salinité du milieu de culture. Des travaux ont montré une augmentation de 

la quantité des acides gras comportant un cyclopropane et une diminution des acides gras 

monoinsaturés suite à l’augmentation de la salinité du milieu (Valderrama et al., 1998; 

Monteolivia-Sanchez et al., 1988; Monteolivia-Sanchez et Ramos-Cormenzana, 1986; 

McGarrity et Amstrong, 1975). Ce résultat fait suite à l’activation d’une enzyme, la 

cyclopropane synthétase.  Ce changement est sans effet sur la fluidité membranaire du fait que 

ces deux types de composés ont des propriétés thermiques similaires. Chez certaines espèces 

bactériennes, le changement majeur dans la composition en acides gras concerne 

l’augmentation de la proportion des acides gras insaturés et cyclopropaniques et donc une 

augmentation de la fluidité, puisque pour une même température, ces composés sont plus 

fluides que leurs dérivés saturés (Russell, 1989). 

 Chez les bactéries Gram-positives, les fortes salinités conduisent à une augmentation 

des lipides anioniques (phosphoglycolipides et glycolipides), généralement avec une 

augmentation du phosphatidylglycerol et/ou du diphosphatidylglycérol (Russell, 1989). En ce 

qui concerne la composition en acides gras, on assiste à une augmentation des acides gras 

ramifiés dans le cas des bactéries halotolérantes et une diminution dans le cas des halophiles 

(Russell, 1989; Chihib et al., 2003; Miller, 1985). 

 

IV.3.3. Influence de la source de carbone sur la composition lipidique 

 
L’influence de la source de carbone et en particulier les hydrocarbures sur la 

composition lipidique des bactéries Gram-négatives sera discutée dans les chapitres suivants. 

 

V. BIOMARQUEURS 

 

V.1. NOTION DE BIOMARQUEURS 

 

 Dans l’écosystème marin, la plus grande partie de la matière organique est d’origine 

photosynthétique autochtone (phytoplancton et macrophytes) ou allochtone (issue des 

végétaux supérieurs, et apportée par les courants fluviaux et par l’action du vent; Durand, 

1980). Par conséquent, les sédiments marins contiennent un mélange complexe de matière 
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organique d’origine autochtone et allochtone (seule la matière organique réfractaire à la 

dégradation pouvant atteindre les sédiments où elle sera éventuellement préservée, en général 

moins de 1 % en poids) dont l’évolution diffère selon les conditions environmentales et les 

types des matières organiques sédimentées. Les principaux producteurs de la matière 

organique dans le milieu marin sont les organismes microscopiques unicellulaires 

phytoplanctoniques (Tissot et Welte, 1978). La productivité est d’autant plus importante que 

les conditions favorables à la vie marine sont présentes: ensoleillement, eaux claires, 

température et apport de nutriments (azote et phosphate). Les bactéries qui sont présentes en 

grandes quantités dans tous les environnements (notamment dans les zones d’accumulation), 

jouent aussi un rôle important quant à la production de la matière organique sédimentaire. 

Toutefois malgré leur abondance, Hartgers et al. (1994) ont montré que la contribution de ces 

microorganismes à la production de la matière organique sédimentaire reste faible. 

Les biomarqueurs permettent de reconnaître au sein d’un mélange complexe de 

matière organique, des "empreintes moléculaires" capables de traduire un signal géochimique 

spécifique d’une origine ou d’un processus d’évolution physique, chimique ou biologique. La 

notion de biomarqueur est liée à la découverte de molécules fossiles dans les sédiments et les 

pétroles, dont la caractérisation des structures moléculaires a permis de préciser non 

seulement l’origine biologique de la matière organique étudiée, mais aussi d'apporter des 

informations sur  les conditions de dépôt, d’enfouissement (diagenèse), et sur les 

transformations dues à l’élévation de la température, au cours de la catagenèse (Peters et 

Moldowan, 1993). 

 

 Cette notion de biomarqueurs s’applique à des composés organiques ou à des familles 

de composés organiques, souvent à l’état de traces dont la spécificité, la distribution, la 

stabilité, ou l’inertie métabolique autorisent leur suivi, et leur identification, lors de leur 

évolution au sein de l’écosystème. 

 Le choix des biomarqueurs dépend de plusieurs facteurs: 

- degrés de spécificité de marqueurs individuels, 

- abondance relative, 

- facilité d’analyse précise dans un mélange complexe (minimum d’interférence 

avec les composés co-extraits). 

 

Bon nombre de travaux sur les marqueurs bactériens sont les fruits des recherches 

entreprises par les géochimistes du sédiment: Volkman et al. (1980), ont comparé la 
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distribution des acides gras d’un sédiment (sable de diamètre moyen 140 µm), de cultures de  

diatomées (Melosira, Biddulphia, Nitzschia, et Navicula principalement), des bactéries de 

sédiment cultivées sur le sédiment lui même (essentiellement des bactéries aérobies, 

hétérotrophes (Perry et al., 1979) et des populations alguaires dominées par Chlamydomonas 

sp, cultivées par inoculation de sédiment, ce qui leur a permis de proposer quelques structures 

témoins de l’activité microbiologique. Tronczynski et al.(1985), ont étudié quelques critères 

d’estimation de l’activité bactérienne par l’analyse de certains acides gras saturés, 

monoinsaturés et ramifiés présents dans les sédiments. 

Plusieurs études consacrées à la composition de la matière organique dans différents 

sédiments marins (Haddad et Martens, 1987; Mark et al., 1995; Wakeham et Canuel, 1990; 

Zegouagh et al., 1996, 1998; van Dongen et al., 2000; Camacho-Ibar et al., 2003), ont montré 

que la principale source de la matière organique correspond à un mélange d’algues marines, 

de plantes vasculaires et de bactéries. Il faut préciser que l’importance de la contribution 

relative à chacune de ces sources dépend aussi des paramètres environmentaux. 

 

V.2. BIOMARQUEURS BACTERIENS 

 

 Les organismes vivants sont constitués des mêmes classes principales de composés 

chimiques: les lipides, les protéines et les hydrates de carbone (sucres simples et leurs 

polymères de formules brutes Cn(H2O)n). Cependant, certaines variations sont observées dans 

leurs compositions chimiques qui autorisent leur différenciation. Les lipides possèdent des 

origines très diverses (phytoplanctonique, zooplanctonique, bactériennes, archaenne ou 

terrigène) et sont subdivisés en plusieurs classes définies par des fonctions chimiques 

(alcanes, alcènes, aldéhydes, cétones, alcools, esters, éthers), ainsi que par la nature de leur 

squelette carboné (linéaire, terpénique, (poly)cyclique, aromatique, …etc.). Ces lipides 

correspondent souvent aux constituants cellulaires majoritaires et peuvent représenter jusqu'à 

20 % du poids sec des micro-organismes. Il assurent au sein de la cellule quatre fonctions 

principales: 

(i) ils contribuent à la structure des membranes cellulaires; 

(ii) ils représentent des réserves énergétiques intracellulaires; 

(iii) ce sont des formes de transport des métabolites énergétiques; 

(iv) ils jouent un rôle de protection à la surface des paroies bactériennes et de 

l’exosquelette de nombreux organismes vivants.  
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 Ainsi en raison de leurs spécificités structurales, les lipides ont pu être utilisés comme 

biomarqueurs (Saliot et al., 1988). Par conséquent leur caractérisation peut fournir des 

informations géochimiques importantes et certains travaux ont permis de préciser la validité 

du concept de biomarqueurs. 

 L’abondance lipidique est surtout importante dans la partie supérieure des sédiments et 

des colonnes d’eau et diminue progressivement avec la profondeur (Gillan et Sandstrom, 

1985; Meyers et Eadie, 1993; Camacho-Ibar et al., 2003). Gillan et Sandstrom (1985) ont 

trouvé une abondance lipidique de 6 % du carbone organique total, pour les sédiments à 3-4 

cm de profondeur, alors qu’elle ne représente que 1 % dans le cas d’échantillons profonds.  

 Il faut noter aussi que le nombre de nouveaux marqueurs spécifiques pourrait 

augmenter par la mise en évidence de nouvelles souches et de nouveaux écosystèmes 

particuliers tels que les sources hydrothermales profondes. 

 

V.2.1. Les acides gras  

 

 Les acides gras sont les constituants prédominants dans tous les lipides d’organismes 

marins, y compris dans les bactéries où leur abondance est comprise entre 2 et 8 % de la 

biomasse sèche. Ces acides gras existent à l’état libre ou le plus souvent engagés dans des 

liaisons esters et amides aux structures polysaccharidiques membranaires. Certains de ces 

composés sont caractéristiques d’un type de microorganismes et parfois même d’un sous-

groupe de chacun des règnes animal et végétal, on parle alors de marqueurs taxonomiques 

(Visot et Marty, 1993). Les acides gras les plus communément identifiés sont les acides 

monocarboxyliques à chaînes linéaires ramifiés ou non, à nombre pair ou impair d’atomes de 

carbone, saturés ou insaturés. Des acides gras cyclopropaniques et hydroxylés ont été 

également identifiés. Les géochimistes ont largement utilisé la nature et la distribution de ces 

acides pour caractériser l’origine et l’état de dégradation de la matière organique au sein des 

colonne d’eau et dans les sédiments.  

 Les acides gras constituent d’excellents biomarqueurs pour différentes raisons: (1) une 

grande diversité de ces acides parmi les micro-organismes, (2) un turn-over relativement 

rapide, faisant de ces molécules des indicateurs de biomasse viable, (3) l’accès à des 

informations relatives aux modes de biosynthèse, (4) une relative facilité d’analyse 

considérant les progrès en chimie analytique (Guezennec, 1995). 

Les principaux acides gras d’origine marine considérés comme biomarqueurs ainsi que 

les messages taxonomiques  qui leurs sont associés sont rassemblés dans le tableau I.5. 
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V.2.1.1. Les acides gras saturés normaux 

 

 En ce qui concerne les acides gras saturés, ils sont présents dans tous les extraits lors 

de l’identification des lipides présents dans les sédiments. Les acides à longues chaînes (>C20) 

avec prédominance pair représentent la contribution des végétaux supérieurs (Eglinton et al., 

1968; Matsumoto et al., 1981; Meyers, 1997). Pourtant, des travaux ont montré que ces 

composés peuvent être synthétisés par les micro-algues (Volkman et al., 1980, 1989; Nichols 

et al., 1986; Dunstan et al., 1992) et les bactéries (Volkman et al., 1988b). Parmi les acides à 

chaînes plus courtes (< C20), l’acide palmitique n-C16:0 est l’acide gras majoritaire (Barouxis et 

al., 1988; Bigot et al., 1989; Sun et Wakeham, 1994; Wakeham, 1999; Zegouagh et al., 1996; 

Camacho-Ibar et al., 2003), mais il ne fournit pas d’informations précises sur l’origine de la 

matière organique. En effet, il a été identifié comme acide gras majoritaire chez des bactéries 

marines, des cyanobactéries, des algues et des végétaux supérieurs (Parker et al., 1967; 

Volkman et al., 1980, 1988a; Parrish, 1988; Shaw et Johns, 1986; Scribe et al., 1991; Meyers 

et Eadie, 1993). Le rapport des acides gras < C20 par rapport à ceux >C20 a été utilisé pour 

estimer la contribution autochtone et terrestre (Kawamura et Ishiwatari, 1984).  

 L’abondance des acides gras pairs de longueur de chaîne moyenne, dont le nombre 

d’atome de carbone est de 12 à 20, est considérée comme indicateur de la contribution des 

micro-algues autochtones (Taylor et al., 1984; Venkatesan, 1988; Grimalt et Albaigés, 1990; 

Sun et Wakaham, 1994; Johns et al., 1994), tandis que la présence d’acides gras normaux 

saturés de longueur de chaîne supérieure à C20 avec prédominance pair est considérée comme 

indicateur de la contribution terrigène (Saliot et al., 1980, 1991; Shaw et Johns, 1986; 

Venkatesan et al., 1987; Grimalt et Albaigés, 1990). Il est admis que ces acides longs dérivent 

des plantes supérieures et ils représentent généralement un maximum en C24, C26, C28 ou C30 

(Venkatesan et al., 1987; Haddad et al., 1992). Le rapport C16:0/C26:0 est utilisé pour indiquer 

la contribution autochtone par rapport à la contribution allochtone dans les sédiments marins 

récents (Venkatesan et al., 1987; Venkatesan, 1988; Ogura et al., 1990). 

 

 Les acides gras normaux à nombre impair d’atomes de carbone (n-C15, n-C17 et n-C19) 

sont considérés comme biomarqueurs bactériens (Saliot, 1994, Mendoza et al., 1987a). 

Tronczynski et al. (1985), ont montré que les acides gras impairs sont 5 à 10 fois plus 

importants dans les bactéries que dans les diatomées. 
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V.2.1.2. Les acides gras insaturés 

 

 Les acides gras insaturés sont omniprésents dans la plupart des organismes et sont les 

plus abondants dans les sédiments marins. Les polyinsaturés sont très abondants dans le 

phytoplancton et le zooplancton, tels les C20:5 et C22:6 (Morris and Culkin, 1976 ; Volkman et 

al., 1989, 1998), alors qu’ils sont généralement absents chez les bactéries. En ce qui concerne 

les activités microbiologiques, certains acides gras monoinsaturés s’avèrent caractéristiques. 

La position de la double liaison permet souvent de remonter à l’origine de l’organisme 

source : dans le cas des acides gras n-C18:1, la position ω7 (l’acide vaccénique) est favorisée 

dans les cultures bactériennes par rapport à la position ω9 (acide oléique) qui est 

caractéristique des phytoplanctons (diatomées). L’acide vaccénique a été retrouvé comme 

acide gras prédominant dans plusieurs espèces (Williams et al., 1977; Cranwell, 1978; Perry 

et al., 1979; Gillan et Sandstrom, 1985), mais il reste principalement abondant chez les 

bactéries, raison pour laquelle ce composé est généralement considéré comme marqueur 

typiquement bactérien. Le rapport n-C18:1ω7/n-C18:1ω9 est de 25 dans le cas des bactéries alors 

qu’il est de 1 pour les diatomées et de 0,2 pour les algues vertes, ce qui permet de proposer la 

concentration de n-C18:1ω7 comme critère de l’activité bactérienne sous réserve d’une 

évaluation de la contribution planctonique (Tronczynski et al., 1985). En effet,  les micro-

algues peuvent aussi contribuer à l’acide vaccénique sédimentaire, mais il est alors 

accompagné de grande quantité d’acides gras polyinsaturés (Guezennec et Fiala-Medioni, 

1996). Une étude récente sur la composition lipidique de la bactérie Marinobacter 

hydrocarbonoclasticus, a montré une prédominance de l’acide oléique par rapport à l’acide 

vaccénique (le rapport n-C18:1ω9/n-C18:1ω7 est de 8), ce qui montre que ces marqueurs doivent 

être utilisés avec prudence (Lattuati et al., 2002). Certaines bactéries telles que les sulfato-

réductrices peuvent être des sources significatives d’acide palmitoléique n-C16:1ω7 (Volkman 

et al., 1980, 1998) cependant, ce composé est considéré comme caractéristique des diatomées 

(Mc Caffrey et al., 1989). Les acides gras insaturés ω5 sont présents dans plusieurs bactéries 

telles Desulforomonas acetoxidans, Desulfobacter AcBa, Desulfobulbus sp., Flavobacter 

flexilis, et la pluspart des souches de Methylomonas et Methylococcus (Guezennec et Fiala-

Medioni, 1996). Les acides n-C16:1ω10 (Sire et al., 1988), n-C15:1ω6 et n-C17:1ω8 (Perry et al., 

1979) sont aussi considérés comme biomarqueurs bactériens. 

 Un raffinement dans le critère de l’activité bactérienne peut être obtenu en déterminant 

l’isomérie de la double liaison, sachant que les acides gras monoinsaturés de configuration 
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trans n’existent en général pas chez les bactéries, à l’exception du C16:1ω13 (Tronczynski et al., 

1985). 

 On signale que les acides gras insaturés sont largement distribués chez les bactéries 

Gram-négatives et représentent des composés minoritaires chez la plupart des bactéries Gram-

positives. 

 Certains géochimistes utilisent le rapport ∑C16 / ∑C18 (∑ = somme des acides gras 

saturés et insaturés) pour déterminer l’origine de la matière organique. En effet, de grandes 

valeurs de ce rapport sont caractéristiques des diatomées (Saliot et al., 1991). 

 

V.2.1.3. Les acides gras ramifiés 

 

 Les acides gras ramifiés à nombre impair d’atomes de carbone sont, d’une manière 

générale, plus abondants chez les bactéries que chez les diatomées et les algues vertes (de 

l’ordre de 5 à 10 fois plus) (Tronczynski et al., 1985). Les acides gras ramifiés en position iso 

et anteiso de C13 à C17 saturés ou non sont utilisés comme marqueurs des bactéries Gram-

positives et des bactéries anaérobies Gram-négatives telles que les sulfato-réductrices 

(exemple : Desulfovubrio spp.) (les bactéries Gram-négatives aérobies, sont essentiellement 

riches en acides gras monoinsaturés) (Boon et al., 1977b; Tronczynski et al., 1985; Perry et 

al., 1979; Volkman et al., 1980, 1998; Saliot et al., 1991; Guezennec et Fiala-Medioni, 1996; 

Harvey et Macko, 1997; Zelles, 1997). Ils peuvent dans certains cas représenter de 40 à 70 % 

des acides gras totaux (Gillan et al., 1983) alors qu’ils n’existent qu’en très faibles quantités 

chez les autres groupes d’organismes marins tels que les espèces phytoplanctoniques et ne 

sont pas inclus dans les métabolismes des animaux et végétaux supérieurs. Ainsi, pour la 

bactérie Gram-positive Micrococcus agilis, le pourcentage d’acides gras iso et anteiso C15:0 

correspond à 73 % des acides gras totaux ; et dans le cas de Micrococcus haliobius, les acides 

gras iso et antéiso de C14:0 à C17:0 représentent pratiquement la totalité des acides gras, l’acide 

gras C17:0 représente à lui seul 45 % des acides gras totaux (O’Leahy et Wilkinson, 1988). Les 

acides gras ramifiés autres que iso et anteiso, tels les acides ramifiés en position 10, sont 

largement observés chez les bactéries Gram-positives et seulement chez quelques bactéries 

Gram-négatives (Zelles, 1997). 

 

 Certains acides gras ramifiés saturés ou non, sont des marqueurs à caractère hautement 

spécifique ne concernant qu’un nombre limité de microorganismes. Parmi ceux-là, on peut 
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citer les bactéries sulfato-réductrices (i-C17:1ω7c, 10-MeC16:0) et les bactéries thio-oxydantes 

(10,11-diMeC18:1ω6) (Guezennec et Fiala-Medioni, 1996; Parkes et al., 1993; Taylor et Parkes, 

1983). 

 

 Ces composés sont donc considérés comme de très bons marqueurs de l’activité 

bactérienne en raison de leurs spécificités. 
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Figure I.25. Exemple d’acides gras iso et anteiso à 17 atomes de carbone.  

 

 

V.2.1.4. Les acides gras cyclopropaniques 

 

Les acides gras cyclopropaniques sont caractéristiques des bactéries aérobies et 

anaérobies (Guckert et al., 1985; Wilkinson, 1988; Fang et Barcelona, 1998; Pancost et al., 

2001) bien qu’ils aient été également identifiés chez quelques algues marines (Meyers et 

Holz, 1966), chez des champignons et des plantes terrestres (Zelles, 1999). Aussi ces 

composés ont été considérés comme marqueurs bactériens. Perry et al. (1979) ont identifié les 

acides gras saturés cyclopropaniques C17∇9,10 et C19∇11,12 dans les sédiments marins, ce dernier 

étant considéré comme biomarqueur typiquement bactérien. 

Les acides gras cyclopropaniques sont présents chez la pluspart des bactéries Gram-

négatives (Xu et al., 2000; Zelles, 1997; Wilkinson, 1988). A titre d’exemple, deux acides 

gras cyclopropaniques ont été identifiés chez la bactérie Escherichia coli, l’acide cis-9,10-

méthylènehexadécanoïque et l’acide cis-11,12-méthylèneoctadécanoïque (Figure I.26). Ces 

acides gras cyclopropaniques sont accumulés à partir du précurseur monoénoïque lors du 

passage de la phase exponentielle à la phase stationnaire de croissance (Wilkinson, 1988). 

Dans le cas des bactéries Desulfobacter sp., isolées des sédiment marins, l’acide gras 

cyclopropanique C17 peut constituer jusqu'à 30 % des acides gras totaux et il a été considéré 
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comme caractéristique de ce genre bactérien (Dowling et al., 1986). Zelles (1997) a étudié la 

composition en acides gras phospholipidiques et lipopolysaccharidiques de différents 

organismes (10 bactéries Gram-négatives, 9 bactéries Gram-positives, 10 champignons et 11 

plantes) et il a trouvé que les acides gras cyclopropaniques existent essentiellement chez les 

bactéries Gram-négatives ce qui lui a permis de considérer ces composés comme marqueurs 

spécifiques des bactéries Gram-négatives. Il faut aussi considérer les facteurs environmentaux 

pouvant  influencer la teneur en acides gras cyclopropaniques. En effet, de faibles valeurs de 

pH et de tension en oxygène, des fortes concentrations de NaCl, d’autres sels ou de sucrose, 

sont des facteurs encourageant la cyclopropanation des acides gras monoénoïques (Wilkinson, 

1988; Lundquist et al., 1999). 

 

CH3-(CH2)5-CH  CH-(CH2)9-COOH

CH2

CH3-(CH2)5-CH     CH-(CH2)7-COOH

CH2

acide cis-11,12-méthylèneoctadécanoique acide cis-9,10-méthylènehexadécanoique  
 

Figure I.26. Structure de deux acides gras cyclopropaniques rencontrés chez la bactérie Gram-

négative E. coli. 

 

V.2.2. Les hydroxy acides  

 

Un grand nombre d’hydroxy acides (α, β, ω, et (ω-1)) ont été identifiés dans les 

sédiments (Boon et al., 1977a; Eglinton et al., 1968; Cranwell, 1981a; Kawamura et 

Ishiwatari, 1982; Volkman et al., 1980; Wakeham, 1999), mais ce n’est que durant les 

dernières années que les géochimistes organiciens ont accordé beaucoup d’attention à la 

distribution et l’abondance de ces composés dans les bactéries et dans les sédiments. Ces 

composés peuvent être séparés en plusieurs catégories suivant le nombre et la position des 

groupements hydroxyles. Les β- et les α-hydroxy acides aliphatiques ont été identifiés dans 

un grand nombre de micro-organismes (bactéries, levures, champignons, prokaryotes 

photosynthétiques; Ratledge et Wilkinson, 1988) et sont généralement des produits 

intermédiaires de la β- et de l'α-oxydation des acides gras mono-carboxyliques; la β-

oxydation est plus courante que l’α-oxydation, bien que cette dernière soit rencontrée chez les 

animaux, les plantes et les bactéries (Volkman et al., 1998). 
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Quelques travaux exhaustifs sur la distribution et l’abondance des hydroxy acides ont 

été réalisés sur différentes bactéries marines et il a été montré que les β-hydroxy acides de C10 

à C20 avec un maximum à C12, C14 ou C16 sont caractéristiques des distributions lipidiques 

membranaires des bactéries Gram-négatives (Wollenweber, et al., 1984; Goossens et al., 

1986, 1989a; Klock et al., 1988; Skerratt et al., 1992; Lattuati et al., 2002; Wakeham et al., 

2003), bactéries les plus abondantes dans les milieux marins (Giovannoni et Rappe, 2000). 

Ces hydroxy acides sont à chaînes normales, à nombre pair d’atomes de carbone et sont 

engagés dans les lipopolysaccharides des paroies internes des bactéries Gram-négatives, où ils 

sont liés aux groupes amides et hydroxydes de la D-glucosamine disaccharide par 

respectivement l’intermédiaire de liaisons esters et amides (Figure I.24) et ils peuvent suivant 

l’espèce atteindre 70 % des acides gras totaux. Cependant, certaines bactéries synthétisent des 

β-hydroxyacides à nombre impair d’atomes de carbone iso et anteiso (voir Tableau I.5). Des 

α-hydroxy acides ont été également identifiés chez des bactéries Gram-négatives; ainsi pour 

Serratia marcescens, le pourcentage du β-hydroxy acide C14:0 et de 61 %, et celui de l’α-

hydroxy acide C14:0 est de 10 %. Chez la bactérie Pseudomonas paucimobilis l’unique acide 

gras présent dans les lipopolysaccharides est l’α-hydroxy acide C14:0 (Wilkinson, 1988). La 

détermination des β- et α-hydroxy acides dans les sols, les sédiments et l’eau permet d’avoir 

des informations sur les communautés microbiennes présentes (Keinänen et al., 2003). 

La présence des β-hydroxy acides à chaînes courtes dans les sédiments (de C10 à C16 

avec un maximum à C12 ou C14) est attribuée aux bactéries alors que les β-hydroxy acides et 

les α-hydroxy acides à longues chaînes sont assimilés à des produits d’oxydation 

microbiennes et/ou chimiques des acides gras (Gillan et al., 1981; Mendoza et al., 1987b; 

Fukushima et al., 1992a,b). Cranwell (1981a) a étudié la stéréochimie des hydroxy acides 

sédimentaires et il a montré que les β-hydroxy acides non liés de C14 à C18 sont des produits 

de la biodégradation des acides gras ayant la configuration S pour le carbone portant 

l’hydroxyle alors que les β-hydroxy acides liés constitutifs des membranes, présentent une 

configuration R pour le carbone portant l’hydroxyle. Goossens et al. (1986), après avoir 

comparé la distribution des β-hydroxy acides dans différentes bactéries et trois sédiments, ont 

proposé les β-hydroxy acides engagés dans les liaisons amides dans les lipopolysaccharides 

(donc extractibles en milieu acide), comme marqueurs exclusifs des bactéries Gram-négatives 

et les ont considérés comme biomarqueurs de la présence bactérienne (Goossens et al., 1986, 

1989a, b; Lattuati et al., 2002; Wakeham, 1999, 2003). 
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Les bactéries contribuent également avec des quantités significatives de β-hydroxy 

acides ramifiés iso et antéiso de C12 à C18 aux sédiments (Volkman et al., 1998). Mais ces 

composés sont également produits par des cyanobactéries et en faible quantité par des micro-

algues (Matsumoto and Nagashima, 1984). Les α-hydroxy acides saturés de C16 à C28 avec un 

maximum à 16:0 et 24:0 retrouvés dans les sédiments marins (Volkman et al., 1980) ont été 

attribués à une herbe marine (Zostera mulleri) présentant une distribution en hydroxy acides 

similaire à celle des sédiments. D’autres études sur la composition en acides gras de 

différentes herbes marines ont montré des distributions en α-hydroxy acides de même 

longueur de chaîne que Zostera mulleri (Gillan et al. 1984; Nichols et Johns, 1985; de Leeuw 

et al., 1995). Les α-hydroxy acides de C16 à C26 (C16 prédominant), et les β-hydroxy acides de 

C8 à C20, normaux à nombre pair d’atome de carbone sont présents chez des micro-algues 

(Rhodophycées et Chlorophycées) (Matsumoto et Nagashima, 1984; Matsumoto et al., 1984). 

Une revue de Volkman et al.(1998), a montré la présence des α- et β-hydroxy acides de C26 à 

C30 (non liés et extractibles en milieu basique) dans différentes micro-algues. 

Les ω- et (ω-1)-hydroxy acides peuvent être obtenus par l’oxydation terminale des 

acides gras (Heinz et al., 1969; Miura et Fulco, 1975) par les microorganismes, qui dépendent 

de la spécificité de l’hydroxylation de ces derniers. Les ω-hydroxy acides sont donc des 

métabolites intermédiaires dans l’oxydation des acides mono-carboxyliques en acides di-

carboxyliques. C’est le type de liaison aux structures macromoléculaires de la cellule qui 

permet la différenciation entre les hydroxy acides provenant de l’oxydation et de synthèse. 

La cutine et la subérine des plantes supérieures peuvent contribuer aux α-, β- et 

surtout aux ω-hydroxy acides sédimentaires de C16 à C22, ainsi qu’aux polyhydroxy acides 

(di- et tri-) C16 et C18 (Cardoso et Eglinton, 1983). En effet les ω-hydroxy acides qui sont des 

constituants majeurs de la cutine et de la subérine sont généralement dominés par 16:0, 18:0, 

18:1ω9 et 18:2 ω6,9 (Huang et al., 1996). Les ω-hydroxy acides à longues chaînes des C16 à 

C28 ont été identifiés chez les herbes marines (Nichols et al., 1982; Nichols et Johns, 1985; 

Huang et al., 1996) et sont également retrouvés dans les sédiments (Shaw et Johns, 1986). 

Une étude récente de Allard et Templier (2001) à montré l’existence d'ω-hydroxy acides 

normaux longs, saturés et mono-insaturés à nombre pair d’atomes de carbone, de C28 à C36 

(maximum à C32) chez des micro-algues. 

Les (ω-1)-hydroxy acides de C14 à C30 ont été identifiés dans plusieurs sédiments 

(Mendoza et al., 1987b; Goossens et al., 1989b; Shaw et Johns, 1985, 1986; Fukushima et al., 

1992a, b; Wakeham, 1999) mais la détermination des organismes sources n’est pas évidente. 
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Boon et al. (1977b) et Kawamura et al. (1987) ont suggéré que ces composés sont produits par 

des microorganismes aérobies. Cependant, Wakeham (1999) a identifié des (ω-1)-hydroxy 

acides de C14 à C30 avec prédominance paire (maximun à C24, C26 et C28)  dans des sédiments 

anaérobies et il les a attribué à des sources allochtones (plantes supérieures). Certaines 

bactéries méthanotrophes contiennent en plus des α- et β-hydroxy acides de C10 à C18 à 

prédominance paire, des (ω-1)-hydroxy acides normaux longs, à nombre pair d’atomes de 

carbone (C26, C28 et C30) (Nichols et al., 1985; Urakami et Komagata, 1987; Skerratt et al., 

1992), ce résultat a permis l’identification d’une éventuelle contribution des bactéries aux (ω-

1)-hydroxy acides sédimentaires. Fukushima et al. (1992a), ont identifié ces mêmes composés 

dans des sédiments lacustres, mais ils les ont attribué aux plantes supérieures. Huang et al. 

(1996), ont attribué les (ω-1)-hydroxy acides C28 et C30 à des organismes aquatiques 

photosynthétiques en raison de l’absence de β-hydroxy acides, généralement plus abondants 

que les (ω-1)-hydroxy acides chez les bactéries méthanotrophes. Le (ω-1)-hydroxy acide C26 

a été aussi retrouvé chez deux cyanobactéries, Anabaena cylindrica et Aphanizomenon flos-

aquae (Volkman et al., 1998). 

 

V.2.3. Autres marqueurs bactériens 

 

 Les acides gras liés aux phospholipides et aux lipopolysaccharides, ne sont pas les 

seuls constituants bactériens utilisables en chimiotaxonomie. Il en existe d’autres, certes 

moins utilisés, mais pour certains d’une grande spécificité. Parmi ces composés, on peut citer 

les quinones (benzoquinones et naphtoquinones), les carbohydrates, les acides aminés 

(orthinine, D-alanine et acide glutamique), l’acide muramique, l’acide diaminopimélique et 

les hopanes (Guezennec, 1995). Les structures de ces composés sont représentées sur la 

Figure I.26. 
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Figure I.26. Formules chimiques d’autres marqueurs bactériens. 
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Tableau I.5. : Principaux acides gras et messages taxonomiques associés. 

 

Acides gras Messages taxonomiques 

 
Acides normaux saturés 
- Acides à longues chaînes (> C20) avec 
prédominance pair. 
- Acides à nombre pair d’atomes de carbone 
de C12 à C20. 
- Acides à nombre impair d’atomes de 
carbone: C15, C17 et C19. 
 

 
 
- Végétaux supérieurs 
 
- Micro-algues 
 
- Bactéries 

Acides normaux saturés 
- Polyinsaturés 
- C18:1ω7, C16:1ω10, C17:1ω8 et C15:1ω6 

- C16:1ω7 et C18:1ω9 
 

 
- Phytoplancton et zooplancton 
- Bactéries Gram-négatives 
- Phytoplancton 

Acides ramifiés 
- Acides iso et antéiso, saturés et insaturés à 
nombre impair d’atomes de carbone 
- i-C17:1ω7 et 10-Me-C16:0 
- 10,11-diMe-C18:1ω6  
 

 
- Bactéries Gram-positives et anaérobies 
Gram-négatives 
- Bactéries sulfato-réductrices 
- Bactéreies thio-oxydantes 

Acides cyclopronaniques 
- C17∇9,11 et C19∇11,12 
 

 
- Bactéries Gram-négatives 

Hydroxy acides 
- β-hydroxyacides de n-C10 à n-C20 avec un 
maximum à C12, C14 ou C16 

- β-hydroxyacides iso et antéiso de C12 à C18 
- α-hydroxyacides de C16 à C28 avec un 
maximum à C16 et C24 

- α-hydroxyacides de C16 à C26 avec un C16 
prédominant et les β-hydroxyacides de C8 à 
C20, normaux à nobre pair d’atome de carbone
- α-, β- et ω-hydroxyacides de C16 à C22 et les 
polyhydroxyacides C16 et C18 
- ω-hydroxyacides de C16 à C28 

 
- Bactéries Gram-négatives 
 
- Bactéries 
- Herbes marines 
 
 
- Mico-algues 
 
 
- Plantes supérieures 
 
- Herbes marines 

----------------------------------------------------------------------------------------------------------------- 
Nomenclature: la nomenclature simplifiée se traduit par une première valeur indiquant le nombre de carbones 
constituant l’acide, suivie du nombre de doubles liaisons et la position de ces doubles liaisons. Celle-ci est 
spécifiée à partir du carbone terminal (ω). Les préfixes "i" et "a" se rapportent à la ramification iso et anteiso, et 
l’isomérie de configuration par "c" (cis) et "t" (trans). La présence de groupements "méthyle","hydroxy" ou 
"méthoxy" est notifiée par l’abréviations "Me", "OH" et "MeO", respectivement; précédée par la position de ce 
groupement à partir du carbone carboxylique. Exemple: 10MeC18:1ω7c indique un acide gras linéaire à 18 atomes 
de carbone monoinsaturé possédant: une double liaison sur le septième carbone à compter du carbone terminal, 
cette double liaison possédant une configuration cis, et une ramification méthyle en position 10 à partir du 
groupement méthyle terminal. 
----------------------------------------------------------------------------------------------------------------- 
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V.3. LES HYDROCARBURES 

 
 Les hydrocarbures, composés ubiquistes dans le milieu naturel, représentent une faible 

proportion de la matière organique sédimentaire récente. Cependant ces composés facilement 

analysables et stables représentent des biomarqueurs très utilisés pour élucider les sources de 

la matière organique (Wakeham, 1990; Zegouagh, 1998). 

 De nombreux travaux ont porté sur la caractérisation des hydrocarbures isolés des 

sédiments de surface provenant de divers environnements marins, les composés identifiés 

correspondent à un mélange complexe d’hydrocarbures normaux saturés et insaturés, ramifiés 

saturés (alcanes iso et anteiso, isoprénoïdes) et polycycliques saturés et insaturés. 

 Les principaux hydrocarbures d’origine marine, ainsi que les messages taxonomiques 

qui leur sont associés sont rassemblés dans le tableau I.6. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 78

Tableau I.6. Principaux hydrocarbures marins et les messages taxonomiques associés. 

 

(1) Eglinton et al., 1962; (2) Kolattukudy et al., 1976; (3) Simoneit, 1986; (4) Blumer et al., 1971; (5) Douglas, 

1981; (6) Payne et al., 1985; (7) Clark et Blumer, 1967; (8) Saliot, 1981; (9) Oro et al., 1967; (10) Han et Calvin, 

1969; (11) Nichols et al., 1988; (12) Blumer et al., 1964; (13) Volkman et al., 1980; (14) Lee et al., 1970; (15) 

Volkman et al., 1992; (16) Goossens et al., 1984; (17) Langworthy, 1985; (18) Albro et Dittmer,1971. 

 

 

 

Hydrocarbures  Message taxonomique Références  

n-alcanes: 

- à nombre impair d’atomes de C de n-C23 à n-C33 

avec un maximum à n-C27, n-C29 ou n-C31. 

- de C13 à C19 à nombre impair d’atomes de C: n-

C15, n-C17 et n-C21. 

- de n-C13 à n-C31 avec une prédominance des 

composés à nombre pair d’atomes de C: n-C16, n-

C18 et n-C20. 

Alcanes ramifiés: 

- Iso/antéiso à nombre impair d’atomes de C: C15 

et C17. 

Alcanes isopréniques: 

- Pristane (C19), phytane (C20), squalane (C30) 

 

 

- Alcanes isopréniques fortement ramifiés C20, C25 

et C30. 

n-alcènes: 

n-C17:1 et n-C17:2 

Alcènes ramifiés: 

Iso/antéiso 

Alcène isoprénique: 

Squalène 

 

- Alcènes isopréniques fortement ramifies C20, C25 

C30 et C35. 

 

 

Plantes supérieures 

 

Phytoplancton 

 

Bactéries (Rodospirillum rubrum, 

Clostridium acidiurici) 

 

 

Bactéries 

 

 

Phytoplancton, zooplancton, 

bactéries et archaea 

 

Diatomées 

 

 

Bactéries (Vibrio marinus) 

 

Bactéries 

 

Bactéries (Rodospirillum rubrum, 

Clostridium acidiurici) et archaea 

Diatomées 

 

(1)(2)(3) 

 

(4)(5)(6)(7)(8)

 

(9)(10)(8) 

 

 

 

(11) 

 

 

(12)(4)(13) 

(14)(15)(10) 

(16)(17) 

(11) 

 

 

(9)(10) 

 

(18) 

 

(10)(17) 

 

(11) 
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CHAPITRE II 

 

Etude expérimentale 
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I. ORIGINE DES SOUCHES 

 

 La bactérie Marinobacter hydrocarbonoclasticus (souche sp 17) utilisée dans la 

présente étude a été fournie par le Laboratoire d'Océnographie de Marseille. Les trois autres 

bactéries, Marinobacter aquaeolei, Acinetobacter calcoaceticus et Pseudomonas oléovorans 

ont été procurées par l'institut Pasteur de Paris. Elles sont enregistrées respectivement sous le 

numéro 106100T, 66.33 et 59.11T. 

 

II. MILIEUX ET CONDITIONS DE CULTURE  

 

II.1. COMPOSITION CHIMIQUE DES MILIEUX DE CULTURES 

 

1) Trois des quatre bactéries étudiées (Marinobacter hydrocarbonoclasticus, 

Marinobacter aquaeolei et Acinetobacter calcoaceticus) sont cultivées dans des milieux 

préparés avec l’eau de mer synthétique, dont la composition en g.l-1 est la suivante: 

 

- Tris (Hydroxyméthyl-aminométhane……………
- NaCl…………………………………………...... 
- KCl…………………………………………….... 
- NH4Cl…………………………………………....
- MgSO4.7H2O………………………………….....
- MgCl2.6H2O……………………………….…….
- CaCl2.2H2O………………………………….…..

2 
23 
0,75 
1 
6,16 
5,08 
1,98 

 

 Le pH est ensuite ajusté à une valeur de 7,5 à 7,8 avec une solution concentrée d'HCl 

(10 M). Dans le cas où le pH descend à une valeur inférieure, il faut éviter d’utiliser une 

solution basique pour ne pas modifier la salinité; on utilise alors le Tris pour le faire remonter. 

 

 2) Dans le cas de Pseudomonas oleovorans on a utilisé un autre milieu de culture dont 

la composition est la suivante (Schwartz, 1973): 

  

(NH4)2HPO4……………………….….
K2HPO4…………………………….…
Na2SO4………………………………..
CaCl2 (50 g/l)…………………………
Sels :…………………….…………… 
Micro-éléments :……………………...
Eau distillée…………………………..

10,0 g 
  5,0 g 
  1,0 ml 
  1,0 ml  
10,0 ml solution I 
  1,0 ml solution II 
  1 litre 

Le pH est ajusté à une valeur de 7,5 à 7,8 par une solution d’HCl 10 M. 
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La composition en g.l-1 des solutions I et II est la suivante: 

 

Solution I 
    MgSO4.7H2O………………………
    FeSO4.7H2O………………………..
    MnSO4.7H2O………………………
    NaCl………………………………..
    Eau distillée……………………... 
 
Solution II 
    H3BO3……………………………...
    CuSO4.5H2O…………………….…
    Na2MoO4.H2O……………………..
    ZnSO4.7H2O…………………….…
    CuCl2.6H2O……………………….. 
    Eau distillée………………………..

 
40,0 g 
  2,0 g 
  1,6 g 
  2,0 g 
  1 litre 
 
 
  0,50 g 
  0,04 g 
  0,20 g 
  8,00 g 
  0,20 g 
  1 litre 

 

 

Les hydrocarbures (1 g/l), sont additionnés aux milieux de culture avant stérilisation à 

120 °C pendant 20 minutes. Dans le cas des trois premières bactéries, 2 ml d’une solution de 

sulfate de fer (FeSO4.7H2O, 1 g.l-1) et 4 ml d’une solution de phosphate de dipotassium 

(K2HPO4, 18,6 g.l-1), stérilisés séparément (120 °C pendant 20 minutes), sont ajoutés dans le 

milieu de culture avant utilisation. 

 

II.2. CONSERVATION DES SOUCHES 

 

Les souches sont conservées à 4 °C sur milieu riche solide, constitué d’eau de mer 

synthétique contenant 5 g.l-1 de bactopeptone (bioMérieux), 5 g.l-1 d’extrait de levure 

(bioMérieux) et 20 g.l-1 d’agar-agar (bioMérieux). Le repiquage est effectué tous les mois. 

 

II.3. CULTURE SUR HYDROCARBURES 

 

Pour réaliser les cultures sur hydrocarbures, on commence par effectuer deux 

précultures successives. La première est réalisée avec un substrat soluble comme source de 

carbone, l’acétate d’ammonium (concentration: 4 g.l-1), à partir de colonies conservées sur 

gélose nutritive âgées de 24 heures. En début de phase stationnaire de croissance, cette 

préculture sert d’inoculum pour la seconde: elle est rajoutée à raison de 5 % en volume à un 
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milieu contenant l’hydrocarbure. Ces deux précultures sont effectuées dans des erlenmeyers 

de 500 ml contenant 120 ml de milieu de culture, avec agitation magnétique à une 

température de 25 °C (± 2°). 

Les précultures sur hydrocarbures servent, lorsqu'elles entrent en phase stationnaire de 

croissance, d'inocula pour les expériences elles-mêmes: elles sont ajoutées, à raison de 5 % en 

volume, à des erlenmeyers de 3 l contenant 750 ml de milieu et 1g/l d'hydrocarbure. 

Toutes les cultures sont réalisées avec agitation magnétique (400 tpm) à une 

température de 25 °C (± 2 °). La croissance a été suivie par mesure de la densité optique à 450 

nm avec un spectrophotomètre UV (Varian DMS 90). Les cultures sont arrêtées en fin de 

phase exponentielle de croissance et les biomasses sont recueillies par centrifugation à 10000 

tpm à 4 °C pendant 15 min. Les culots sont lavés avec 30 ml d’eau de mer synthétique puis 

lyophilisés.  

 

III. Synthese des hydrocarbures  

 
 Certains des hydrocarbures utilisés comme source de carbone dans les cultures des 

différentes souches bactériennes sont disponibles dans le commerce alors que d'autres ont dû 

être synthétisés. Les hydrocarbures utilisés, leur pureté et leur origine sont exposés dans le 

tableau II.1. 

 

Tableau II.1. Liste des hydrocarbures utilisés comme source de carbone. 

Hydrocarbure  Origine Pureté  
n-nonadécane 
n-nonadec-1-ène 
Héneicosane 
Phényldodécane 
Phényltridécane 
Propylbenzène 
Ethylbenzène 
2,2,4,4,6,8,8-heptaméthylnonane 
Pristane 
ai-nonadécane 
i-icosane 
ai-icosane 
10-méthylnonadécane 
i-nonadécane 
Cyclohexyldodécane 
Cyclohexyltridécane 

Fluka 
Fluka 
Lancaster 
Aldrich 
Aldrich 
Aldrich 
Aldrich 
Aldrich 
Sigma 

≥ 99 % 
≥ 99 % 
99 % 
96 % 
99 % 
98 % 
99 % 
98 % 
98 % 
98 % 
97 % 
99 % 
97 % 
96 % 
99 % 
99 % 

Synthétisés suivant la 
réaction de Wittig. 

Obtenus par hydrogénation 
catalytique de leur homologues 
insaturés. 
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Dans le cas de la synthèse du 10-Me-C19 la procédure est la suivante (Jones and 

Gilman, 1951; Newman, 1960): 

Dans un ballon rodé, on introduit successivement 11,22 g (31,5 mmoles) de bromure 

de méthyltriphénylphophonium et 50 ml de THF anhydre. Après solubilisation à température 

ambiante, on rajoute sans agitation 60 ml d’une solution de n-butyl lithium dans le THF 

anhydre (1,5 M dans l’hexane; 32,4 mmol) et le mélange réactionnel est agité pendant 48 

heures à 67 °C. Ensuite, 3 g de nonadécan-10-one (10,5 mmoles) en solution dans 10 ml de 

THF anhydre sont additionnés et le mélange est mis à reflux pendant 72 heures. Après 

refroidissement, le mélange réactionnel est centrifugé et le surnageant est dilué dans 200 ml 

de diéthyl éther et lavé à l’eau (2 × 200 ml). La phase organique est ensuite séchée au sulfate 

de sodium, filtrée sur coton et concentrée sous pression réduite. L’oléfine produite lors de la 

réaction (10-méthylène-nonadécane) est séparée par chromatographie du produit brut sur 

colonne d’alumine (60 g, activité II) et éluée avec 660 ml d’heptane. Le 10-méthyl-

nonadécane est obtenu par hydrogénation du 10-méthylène-nonadécane en solution dans 15 

ml d’heptane, en présence de Rhodium sur charbon à 5 % comme catalyseur, à 70 °C, sous 

une pression de 20 bars d'hydrogène et pendant 24 heures. Le catalyseur est ensuite séparé par 

centrifugation et le 10-méthylnonadécane est purifié par élution sur colonne d’alumine (60 g, 

activité II) avec 660 ml d’heptane. L’heptane est évaporé sous pression réduite puis au 

dessiccateur pour éliminer les traces restantes.  

Les alcanes antéiso C19 et C20 sont obtenus respectivement par la réaction de 

l’éthylidène triphenylphosphorane obtenu par réaction du bromure 

d'éthyltriphénylphosphonium et du n-butyl lithium, avec respectivement l’heptadécan-2-one 

(Fluka, pureté ≥ 99 %) et l’octadecan-2-one (Fluka, pureté ≥ 99 %), suivie d’une réduction 

catalytique des oléfines. L’iso C20 est issu de la réaction de l’octadecan-2-one avec le 

méthylidene triphenylphosphane (obtenu par réaction du bromure de 

méthyltriphénylphosphonium avec le n-butyl lithium), suivie d'une réduction de l’oléfine. 

Par ailleurs, l’iso nonadécane est préparé par hydrogénation catalytique du cis-2-

méthyl-octadec-7-ene (Lancaster, pureté ≥ 98 %) en solution dans 15 ml d'heptane, en 

présence de Rhodium sur charbon à 5 % comme catalyseur, à 60 °C, sous une pression de 20 

bars d'hydrogène et pendant 24 heures. De même, le cyclohexyltridécane et le 

cyclohexyldodécane sont obtenus à partir de la réduction catalytique des phénylalcanes 

correspondants. Les structures des hydrocarbures synthétisés ont été vérifiées par CG/SM 

(spectres de masse en annexe 1 et 2) et leurs degrés de puretés ont été déterminés par CG. 
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IV. EXTRACTION DES LIPIDES DES DIFFERENTES CULTURES 

 

 Le protocole général d'extraction des différentes catégories de lipides des bactéries 

Gram-négatives étudiées au cours de ce travail est rapporté sur la Figure II.1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II.1. Protocole général d’extraction des différents groupes de lipides des bactéries 

Gram-négatives. 
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IV.1. ISOLEMENT DES LIPIDES FACILEMENT EXTRACTIBLES 

 

 Les biomasses bactériennes lyophilisées (de 0,5 à 1,5 g), préalablement broyées sous 

forme de poudre fine sont extraites par 100 ml d'un mélange chloroforme/méthanol (80/20, 

v/v). Après agitation pendant 24 heures, le mélange est filtré au moyen de filtres de porosité 

0,5 µm, type FH (millipore), et la solution obtenue est concentrée à sec au rotavapor. 

 Les acides gras présents sous forme d'esters dans les extraits lipidiques sont dérivés en 

esters méthyliques par transestérification en milieu basique dans le méthanol (Orgambide et 

al., 1993). L'extrait, dissous dans 70 ml de méthanol 0,1 M en KOH, est agité pendant 2 

heures à 0°C. La réaction est arrêtée par addition de 120 ml d'une solution aqueuse de HCl à 

5%. 

 Les lipides sont extraits du milieu réactionnel (par aliquote de 50 ml) par 150 ml 

d'éther, 50 ml d'heptane. La phase organique est lavée à l’eau jusqu'à pH neutre. 

 La phase organique est récupérée dans un erlenmeyer, et séchée par addition de 50 g 

de sulfate de sodium. Après filtration et évaporation du solvant, le produit est repris dans un 

volume connu d'heptane (de l'ordre de 5 à 10 ml). 

 Les hydrocarbures utilisés comme source de carbone pour les cultures bactériennes et 

qui ont été co-extraits avec les lipides "non liés", sont éliminés par chromatographie sur 

colonne de silice (12 g de gel de silice, 70 - 230 meshs, Merck). L’extrait brut déposé en tête 

de colonne en solution dans l’heptane est fractionné en deux fractions. Les hydrocarbures sont 

élués avec 60 ml d’heptane et les lipides bactériens sont ensuite récupérés avec 60 ml d’un 

mélange diethyl éther/méthanol (4/1, v/v). Cette dernière fraction est concentrée sous pression 

réduite et la solution obtenue est prête pour l'analyse en chromatographie en phase gazeuse et 

en chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectrométrie de masse. 

 

IV.2. EXTRACTION DES LIPIDES EN MILIEU BASIQUE  

 

 Au résidu bactérien récupéré après la première extraction, on fait subir une 

méthanolyse en milieu basique par addition de 20 ml de méthanol/KOH (1M). Le mélange est 

mis à reflux pendant deux heures. 

 La partie  insoluble est filtrée et rincée avec 20 ml de méthanol. Au filtrat on ajoute 

120 ml d'HCl à 10 % et 120 ml d'eau. Les lipides libérés par attaque basique et incluant les 

esters méthyliques d'acides gras sont ensuite extraits en suivant le même protocole que celui 

utilisé pour les lipides existant sous forme libre.  
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 Pour être sûr que la méthylation soit totale, une réaction d'estérification 

supplémentaire a été effectuée avec le diazométhane en solution dans l'éther (2 ml), il s'agit 

d'une réaction instantanée qui permet d'estérifier les acides gras libres présents dans le 

mélange.  

Le solvant et l'excès de diazométhane sont évaporés, et les lipides labiles en milieu 

basique sont repris dans un volume connu d'heptane (3 à 5 ml). 

 

IV.3. EXTRACTION DES ACIDES LABILES EN MILIEU ACIDE  

 

 Au résidu récupéré après l'extraction des lipides labiles en milieu basique, on ajoute 12 

ml d'une solution aqueuse d' HCl 4 M; le mélange est mis à reflux à 110°C pendant 6 heures. 

Après refroidissement, le mélange est filtré par des filtres de porosité 0,5 µm type FH et le 

résidu est rincé avec 20 ml d'eau et ensuite avec 20 ml de méthanol. 

 Les lipides libérés par attaque acide sont extraits du filtrat en suivant le même 

protocole que celui décrit pour les lipides existant sous forme libre. Une fois le solvant 

évaporé, les acides gras sont estérifiés par le diazométhane en solution dans l'éther. Après 

évaporation de l'éther et du diazométhane en excès, l'extrait est reconstitué dans quelques 

dizaines de microlitres d'heptane. Les composés lipidiques seront ensuite identifiés par CG et 

CG/SM/IE. 

 

V. Synthèse du diazométhane 

 

Le diazométhane a été préparé en solution éthérée par l’action d’une base sur un 

nitrosamide, en présence d’alcool (Williams, 1993). Dans notre cas, la base utilisée est 

l’hydroxyde de potassium, le nitrosamide choisi est le N-méthyl-N-nitroso-p-toluène 

sulfonamide (diazald TM) et l’alcool étant l’éthanol. La synthèse du diazométhane s’effectue 

selon le schèma présenté sur la Figure II.2.  

 A 1,25 g de KOH dissous dans 2 ml d’eau distillée et 2,5 ml d’éthanol à 95 %. On 

rajoute goutte à goutte une solution de diazald 1,25 g dans le diéthyléther (30 ml). 

Le diazométhane formé et l'éther sont condensés au niveau du compartiment "B", 

maintenu à une température de l’ordre de –20 °C grâce à un mélange de glace et de chlorure 

de sodium. 

Le diazométhane est potentiellement explosif, il faut éviter en particulier les verreries 

rodées et la forte lumière. Les solutions de diazométhane dans le diéthyléther sont stables 
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pour des courtes durées à condition qu'elles soient stockées à l’obscurité et à basse 

température. 

 

 

 
 

 

CH3C6H4SO2N(NO)CH3   +   ROH      CH2N2   +   CH3C6H4SO3R   +   H20 

 

Figure II.2. Préparation du diazométhane à partir du N-méthyl-N-nitroso-p-toluène 

sulfonamide. 

 

 

VI. PREPARATION DES DERIVES DIMETHYL DISULFURES (DMDS) 

 
 A une partie de l’extrait lipidique (2mg) préalablement évaporée à sec, dissoute dans 

100 µl d’heptane sont ajoutés 100 µl de DMDS et 1,2 mg d’iode en solution dans 20 µl de 

diéthyléther (60 mg dans 1 ml de diéthyléther) (Scribe et al., 1990). La solution ainsi obtenue 

est chauffée à 50°C en tube de Pyrex hermétiquement clos par un bouchon en Téflon, pendant 

48 heures, ce qui nous permet d’obtenir des rendements quantitatifs. Il est déconseillé 

d’effectuer la réaction à des températures supérieures pour diminuer le temps de réaction, afin 

d’éviter la formation de composés secondaires gênant l’analyse par CG/SM. Ensuite l’excès 

d’iode est réduit par addition de 200 µl d’une solution aqueuse de thiosulfate de sodium (5 % 

A
Bain Marie 

65 °C 

KOH / H2O / EtOH 

Glace

Glace / NaCl 
(2/3, 1/3) 

B

Diazométhane / Et2O

Diazald / Et2O



 88

en poids), le mélange réactionnel est extrait deux fois par 200 µl d’heptane. Les phases 

organiques récupérées sont rassemblées, concentrées sous un courant d’azote et 

immédiatement analysées par CG/SM/IE. 

 

VII. DETERMINATION DE LA POSITION DU GROUPEMENT HYDROXYLE DES 

HYDROXYACIDES ET DES ALCOOLs: PREPARATION DES DERIVES 

TRIMETHYLSILYLES 

 

 A une partie de l'extrait lipidique (1 à 5 mg) préalablement évaporée à sec, on rajoute 

successivement 100 µl de pyridine anhydre, 20 µl d'hexamethyldisilazane et 10 µl de 

triméthylchlorosilane. La solution ainsi obtenue est agitée au vortex pendant une minute à 

température ambiante, centrifugée et la phase liquide est récupérée et concentrée sous un 

courant d’azote. Le produit est prêt pour l'analyse par CG/MS/IE. 

 

VIII. FORMATION DES DERIVES N-ACYL-PYRROLIDIDES 

 

A une partie de l’extrait lipidique dont on a éliminé le solvant, on rajoute: 900 µl de 

pyrrolidine et 100 µl d’acide acétique (Ayanoglu et al, 1982). Le mélange est chauffé à 100 

°C pendant une heure dans un tube hermétiquement clos. Les dérives N-acyl-pyrrolidides sont 

extraits à l’éther (20 ml), en milieu acide (20 ml d’HCl à 10 %). La phase éther est ensuite 

lavée jusqu'à pH neutre puis séchée au sulfate de sodium. Après filtration sur coton, l’éther est 

ensuite éliminé à l’évaporateur rotatif et le résidu dissous dans l’heptane pour être analysé par 

CG et CG/SM/IE. 

 

IX. REDUCTION CATALYTIQUE DES ACIDES GRAS INSATURES 

 

 Une partie de l’extrait lipidique (2 mg) dissoute dans l’éthanol est réduite sous un 

bullage d’hydrogène en présence de Paladium sur charbon à 5 % utilisé comme catalyseur. La 

réaction est effectuée à température ambiante pendant 2 heures avec agitation. Le catalyseur 

est ensuite éliminé par centrifugation. Les produits réactionnels présents dans le surnageant 

sont concentrés à l’évaporateur rotatif avant analyse par CG et CG/MS/IE. 

 Cette réaction ne touche pas les doubles liaisons carbone-oxygène. 
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X. Méthodes utilisées pour l'analyse des lipides 

 

X.1. CHROMATOGRAPHIE GAZEUSE  

 

 Le chromatographe en phase gazeuse utilisé est un appareil Hewlet-Packard HP 6890, 

série II. Les conditions analytiques sont les suivantes: 

* Caractéristiques et dimensions de la colonne: 

- colonne capillaire en silice fondue (JW Scientific DB-5MS) 

- longueur: 30 m. 

- diamètre intérieur: 0.25 mm. 

- épaisseur du film: 0.5 µm. 

- composition: la phase est peu polaire (95 % polydiméthylsiloxane, 5 % 

phénylsiloxane: 95 % apolaire/5 % polaire). 

- stabilité du polymère: 300 °C. 

- Gaz vecteur: Hélium à une pression de 1 bar. 

* Type et température de l’injecteur: injecteur split/splitless utilisé en mode splitless 

avec un débit de fuite réglé à 50 ml/min et la température à 280 °C. 

* type et température du détecteur: détecteur à ionisation de flamme (FID) chauffé à 

300 °C. 

 

Les chromatogrammes ont été réalisés en programmation linéaire de température, de 100 à 

300 °C avec un gradient de 4 °C par minute. 

 

X.2. CHROMATOGRAPHIE GAZEUSE COUPLEE A LA SPECTROMETRIE DE 

MASSE PAR IMPACT ELECTRONIQUE 

 
 Dans cette étude nous avons utilisé un chromatographe 6890 N d’Agilent 

Technologies couplé à un spectromètre de masse 5973N à analyseur quadripolaire. La 

colonne et les conditions chromatographiques sont identiques à celles utilisées en 

chromatographie gazeuse. 
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Les différents paramètres de réglage du spectromètre de masse sont les suivantes : 

 

- Température de la source d’ionisation: 220 °C 

- Température de la canne de transfert : 250 °C 

- Température du filtre quadripolaire    : 100 °C 

- Gamme de masse balayée                   : m/z = 35-600 

- Potentiel d’ionisation                          : 70 eV 
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I. INTRODUCTION 

 

 Ce chapitre est consacré à l'étude de l'effet de la nature des hydrocarbures, apportés 

dans le milieu de culture comme seule source de carbone, sur la composition lipidique d'une 

bactérie marine dégradant activement ces composés. Le travail a été réalisé sur Marinobacter 

hydrocarbonoclastucus cultivée sur onze hydrocarbures différents pouvant être classés en 

quatre principaux types: 

 

• composés linéaires non ramifiés, saturés, n-C19 et n-C21; les résultats de travaux 

récents sur n-C20 seront également rappelés; 

• composés linéaires ramifiés, saturés, de type iso et antéiso C19 et C20, et un 

composé ramifié en milieu de chaîne: 10-Me-C19; 

• composés comportant une partie cyclique: phényl-alcanes portant une chaîne 

normale C12 et C13 et cyclohexyl-alcane portant une chaîne normale C13; 

• enfin un composé insaturé n-C19:1, à double liaison terminale. 

 

Six hydrocarbures également testés n'ont pas pu assurer la croissance de M. 

hydrocarbonoclasticus. Il s'agit du cyclohexyldodécane, de l'heptaméthyl-2,2,4,4,6,8,8-

nonane, du pristane, du squalane, de l'ethyl-benzene et du propyl-benzene. Les raisons 

possibles de l'inaptitude de la bactérie à métaboliser ces composés seront discutées 

ultérieurement.  

Cette étude a pour but d'identifier les composés lipidiques de cette souche bactérienne 

ainsi cultivée et de mettre en évidence leurs degrés de variabilité en fonction de la source de 

carbone. 

Ce chapitre propose tout d'abord une présentation de la bactérie étudiée. L'ensemble 

des données qualitatives et quantitatives recueillies sur les composés lipidiques extraits de la 

biomasse de M. hydrocarbonoclasticus sont ensuite exposées et discutées. Enfin, une analyse 

comparative des principaux lipides identifiés, en fonction de la source de carbone utilisée 

pour les cultures sera présentée dans la dernière partie de ce chapitre. 
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II. CARACTERISTIQUES PHYSIOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES DE M. 

HYDROCARBONOCLASTICUS 

 

 Une étude entreprise le long des côtes méditerranéennes françaises pour suivre la 

dégradation des hydrocarbures par les populations de bactéries, a conduit à l’isolement d’une 

nouvelle espèce dégradant le pétrole, à partir d’un échantillon de sédiment collecté dans un 

site pollué (Golfe de Fos à 50 km au nord de Marseille) (Al-Mallah et al., 1990). 

 Il s’agit d’une bactérie en forme de bâtonnet, Gram-négative, anaérobie facultative et 

qui semble ubiquiste en milieu marin, appelée à l’origine Alteromonas sp. 17. Elle est capable 

de dégrader une grande variété d’hydrocarbures liquides et solides (elle peut être cultivée sur 

un milieu contenant comme source unique de carbone, d’une part de l’acétate d’ammonium et 

d’autre part des hydrocarbures: alcanes normaux compris entre C10 et C30), et de produire une 

grande quantité de bioémulsifiants non dialysables. 

 Des études microbiologiques menées par Gauthier et al. (1992) ont permis d’établir la 

position taxonomique exacte de cette bactérie marine et de démontrer son appartenance à un 

genre nouveau. Le nom Marinobacter hydrocarbonoclasticus a été adopté en référence à son 

origine marine et son potentiel de dégradation des hydrocarbures. 

 

La croissance de M. hydrocarbonoclasticus peut avoir lieu en anaérobiose, en 

présence de KNO3 comme accepteur terminal d’électrons, et avec le citrate, l’acétate ou le 

succinate (sel de sodium) comme seule source de carbone et d’énergie. Par contre la 

croissance ne peut avoir lieu en anaérobiose en présence de glucose avec ou sans nitrate. 

Par ailleurs, cette bactérie peut utiliser par exemple les composés suivants: acétate, 

butyrate, fumarate, glycine, lysine, L-méthionine, comme seule source de carbone et 

d’énergie. Elle est aussi capable d’utiliser le DL-hydroxybutyrate, mais n’accumule pas le 

polymère correspondant comme produit de réserve, comme le font la plupart des bactéries 

Gram-négatives. 

Cette bactérie a une activité hydrocarbonoclastique très marquée. En effet, elle est capable 

d’utiliser le tétradécane, l’hexadécane, l’icosane, l’heneicosane comme seule source de 

carbone et d’énergie. 

 

M. hydrocarbonoclasticus est capable de croître à une température comprise entre 10 

et 45 °C avec un optimum de croissance à 32 °C, et peut tolérer une variation de pH de 6,1 à 

9,5 avec un optimum de 7 à 7,5 (Gauthier et al., 1992; Linares et al., 1996). 
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Cette bactérie présente une halotolérance extrême, et elle est aussi halophile faible. En 

effet, elle est capable de croître dans un milieu dont la concentration en NaCl est comprise 

entre 0,08 et 3,5 M, l'optimum de croissance est observé pour une concentration de 0,6 M, qui 

est proche de celle existante en Méditerranée (Linares et al., 1996). La cellule de M. 

hydrocarbonoclasticus a une exigence pour les ions Na+ : aucune croissance n’est observée en 

milieu synthétique sans addition de Na+. L’absence de ce dernier ne peut être palliée par 

l’addition de LiCl ou KCl, mais l’ajout de NaNO3 conduit à une croissance immédiate des 

souches. En effet, les ions Na+ interviennent dans la conservation du volume cytoplasmique. 

Les travaux de Linares et al. (1996), ont montré que la croissance de M. 

hydrocarbonoclasticus sur l’acétate d'ammonium ou l’icosane est affectée par la salinité: on 

observe une augmentation linéaire du temps de génération et une augmentation de la période 

de latence quand la concentration en NaCl augmente (> 0,6 M), bien qu’il n’y ait aucun 

changement significatif de la biomasse finale sur toute la gamme de salinité. Une 

augmentation de la salinité de 0,2 à 2,5 M n’a aucun effet significatif sur sa capacité à 

biodégrader l’icosane. 

 

 La recherche bibliographique permet de constater un interêt croissant pour M. 

hydrocarbonoclasticus. Par ailleurs, le genre Marinobacter s'accroît, et d'autres espèces 

manifestant une activité dégradative vis à vis des hydrocarbures ont été récemment 

découvertes. Il s'agit notamment de M. aquaeolei (Huu et al., 1999), que nous traiterons dans 

le chapitre suivant, M. lipolyticus (Martin et al., 2003) ou encore M. squalenivorans (Rontani 

et al., 2003) qui, comme nom l'indique, dégrade activement le squalène. 

 

III. HYDROCARBURES TESTES ET CULTURES 

 

 Dans le Tableau III.1 sont rapportés l'origine des hydrocarbures testés, leurs degrés de 

pureté ainsi que l'identification en GC/SM des autres composés présents dans ces 

échantillons. Aucune purification des composés commerciaux n'a été effectuée. Quand à ceux 

synthétisés, une purification sur colonne de silice du produit réactionnel issu de la dernière 

étape de synthèse a été réalisée. 
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Tableau III.1. Données relatives aux hydrocarbures fournis aux cultures de M. 

hydrocarbonoclasticus. 

Hydrocarbures Origine Etat physique 
à Tambiante 

Croissance 
bactérienne 

% Pureté a Autres identifiés 

n-C19 C Solide + ≥ 99 aucun 
n-C21 C Solide + > 99 aucun 
i-C19 S Liquide + 96 i-C18 
i-C20 S Liquide + 97 aucun 
ai-C19 S Liquide + 98 n-C17, i-C18, ai-C18 et n-C18 
ai-C20 S Liquide + 99 i-C19 
10-Me-C19 S Liquide + 97 10-methylène-C19, 10-Me-

C19:1 
Phenyl-C12 C Liquide + 96 1-phenyl-1-nonène, 

phenyldécane, 
phenylundécane, 
phenyltridécane et 
phenyldodécanone. 

Phenyl-C13 C Liquide + 99 aucun 
Cyclohexyl-C13 S Liquide + > 99 aucun 
n-C19:1 C Liquide + ≥ 99 n-C19:1ω2 
Pristane C Liquide - 98 nd 
Squalane C Liquide - 99 nd 
Heptaméthylnonane C Liquide - 98 nd 
Cyclohexyl-C12 S Liquide - 99 nd 
Phenyl-C2 C Liquide - 99 nd 
Phenyl-C3 C Liquide - 98 nd 
C: commercial. 
S: synthèse. 
a: indiqué par le vendeur ou déterminée par GC. 
b: selon analyse en CG/SM. 
nd: non déterminé 
 

 Dans un premier temps, M. hydrocarbonoclasticus a été cultivée sur un milieu 

contenant de l'acétate d'ammonium comme seule source de carbone. La souche a été ensuite 

transférée une première fois dans un milieu contenant l'hydrocarbure à étudier. Lorsque cette 

culture atteignait la phase stationnaire de croissance, un inoculum était prélevé et transféré 

dans un milieu de culture contenant le même hydrocarbure. La souche était alors cultivée 

jusqu'à ce que la phase stationnaire soit de nouveau atteinte, et la biomasse récupérée par 

ultracentrifugation et étudiée. 
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IV. PROTOCOLE D'EXTRACTION DES LIPIDES et resultats quantitatifs 

 

En général l’analyse des lipides de bactéries, comprend une extraction avec un solvant 

organique, généralement suivie d’une saponification pour obtenir les lipides sous forme libre 

et estérifiée. Ensuite, les différentes classes de composés sont séparées selon leur polarité par 

chromatographie sur couche mince ou sur colonne puis les produits sont analysés par 

chromatographie en phase gazeuse et par chromatographie en phase gazeuse couplée à la 

spectrométrie de masse.  

Cependant, il est bien connu que de nombreuses bactéries, incluant les bactéries Gram-

négatives, contiennent des lipides qui ne sont libérés que par méthanolyse basique, tel que les 

acides gras engagés dans les liaisons esters dans les matrices macromoléculaires de la 

membrane bactérienne. Les acides gras et les β-hydroxyacides engagés dans les liaisons 

amides, présents dans les lipopolysaccharides (LPS), nécessitent quant à eux une hydrolyse en 

milieu acide (Goossens et al., 1986, 1989a; Mendoza et al., 1987a; Orgambide et al., 1993; 

Lattuati et al., 2002; Wakeham, 2003). Un maximum d’informations est obtenu par une 

séquence d’extraction et d’hydrolyses, qui permet de distinguer entre les lipides facilement 

extractibles (existant sous forme "libre"), les lipides labiles en milieu basique (engagés dans 

des liaisons esters) et les lipides labiles en milieu acide (incluant les lipides engagés dans des 

liaisons amides). 

Des protocoles similaires à ceux appliqués aux bactéries, ont été utilisés pour l’étude 

de la matière organique présente dans les sédiments, afin d'établir son état de dégradation et 

son origine (Cranwell, 1981b; Zegouagh et al., 1996, 1998; Goossens et al., 1989b; Fukishima 

et al., 1992a, b; Wakeham et al., 1999). 

 

Nous avons appliqué dans ce travail une procédure analytique qui nous permet de 

distinguer trois fractions lipidiques: les lipides facilement extractibles (non liés), les lipides 

dégagés par traitement basique de la biomasse bactérienne déjà extraite aux solvants (liés par 

des liaisons esters), et ceux libérés par traitement acide du résidu bactérien (liés par des 

liaisons amides). La Figure II.1 illustre le protocole général d’extraction des différents types 

de lipides de M. hydrocarbonoclasticus. 
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 Les résultats quantitatifs concernant les trois fractions lipidiques de M. 

hydrocarbonoclasticus en fonction de la source de carbone sont rassemblés dans le Tableau 

III.2. Les résultats obtenus par Lattuati et al. (2002) correspondant aux cultures de la même 

souche bactérienne sur acétate d’ammonium et sur icosane (n-C20) y figurent également pour 

comparaison. Le pourcentage des lipides totaux obtenus par extraction de la biomasse 

bactérienne de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur hydrocarbures varie de 7,3 % (culture 

sur i-C20) à 17,1 % (culture sur n-nonadec-1-ène) du poids sec de la biomasse. Ces valeurs 

sont supérieures à celle obtenue avec la culture sur milieu contenant l’acétate d’ammonium 

comme source unique de carbone et d’énergie (5,2 % de la biomasse sèche; Lattuati et al., 

2002). De telles variations ont été observées chez d'autres bactéries hydrocarbonoclastiques, 

montrant une augmentation de leur pourcentage lipidique lors de la croissance sur 

hydrocarbures, comparé aux cultures sur substrats solubles (Makula et Finnerty, 1968a; Goutx 

et al., 1990; Doumenq et al., 1999). Ces variations dans le contenu lipidique total peuvent être 

attribuées aux différences dans l’état physiologique des bactéries au moment où les cultures 

sont arrêtées, et/ou à l’état liquide ou solide des hydrocarbures à la température de la culture, 

ce qui peut influencer leur assimilation par les bactéries. 

 

 Chacun des différents traitements fournit une quantité substantielle de lipides. Les 

lipides "non liés" constituent la fraction lipidique la plus importante, variant entre 68,6 % 

(culture sur n-C19) et 84,5 % (culture sur n-C19:1) des lipides totaux, alors que les lipides 

engagés dans des liaisons esters représentent toujours la deuxième fraction lipidique la plus 

importante avec des valeurs comprises entre environ 10 % et 24 % des lipides totaux. Les 

lipides obtenus par traitement acide, correspondent à la fraction la moins abondante avec 

environ 3 à 10 % des lipides totaux (moins de 1 % de la biomasse sèche). 

 

 Dans cette étude, les hydrocarbures utilisés pour réaliser les différentes cultures 

présentent des structures variées, cependant leur nombre d’atomes de carbone couvre une 

gamme restreinte (de 18 à 21 atomes de carbone), ce qui nous oblige à considérer les résultats 

sur l’influence de la longueur de la chaîne alkyle sur la composition lipidique avec beaucoup 

de précaution. Une étude détaillée de l’influence de la longueur de la chaîne alkyl des n-

alcanes sur la composition en acides gras des lipides "non liés" d’une autre souche de M. 

hydrocarbonoclasticus (617) a par ailleurs été effectuée par Doumenq et al. (2001). 

 



 98 

Tableau III.2. Abondance des différentes fractions lipidiques de M. hydrocarbonoclasticus en fonction de la source de carbone. 

 

Pourcentage par rapport à la biomasse sèche Pourcentage par rapport aux lipides totaux 
 

Source de carbone Lipides totaux "Non liés"# 
Labiles en 

milieu basique 

Labiles en 

milieu acide 
"Non liés" 

Labiles en 

milieu basique 

Labiles en 

milieu acide 

Acétate d’ammonium* 5,2 3,5 1,1 0,6 67,3 21,2 11,5 

n-C19 12,7 8,7 3,1 0,9 68,6 24,1 7,3 

n-C20
* 7,8 5,6 1,5 0,7 75,7 20,3 9,5 

n-C21  11,9 9,7 1,8 0,4 81,2 15,4 3,4 

i-C19 12,3 10,2 1,6 0,5 83,2 12,7 4,1 

i-C20 7,3 5,5 1,1 0,7 75,3 15,1 9,6 

ai-C19 11,0 9,2 1,1 0,7 83,6 10,0 6,4 

a-iC20 10,3 8,0 1,6 0,7 77,7 15,5 6,8 

10-Me-C19 10,2 7,9 1,5 0,8 77,4 14,7 7,8 

n-nonadec-1-ene 17,1 14,4 1,9 0,8 84,5 10,8 4,7 

Cyclohexyltridecane 8,7 6,1 1,7 0,9 70,0 19,8 10,2 

Phenyldodecane 8,1 5,9 1,6 0,6 73,7 19,4 6,8 

Phenyltridecane 8,8 6,3 1,8 0,7 71,9 20,4 7,7 
 

*: d’après Lattuati et al. (2002). 
#: après élimination de l'hydrocarbure utilisé comme source de carbone. 
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Les fractions correspondantes aux lipides "libres" sont dans un premier temps 

soumises à une méthanolyse basique afin d'obtenir les esters méthyliques par 

transestérification. Quand aux fractions contenant les lipides labiles en milieu acide elles ont 

subi un traitement par le diazométhane pour former les esters méthyliques correspondants. 

Afin de déterminer la position des groupes hydroxyles dans les alcools gras et les hydroxy 

acides, chacune des trois fractions lipidiques a subi une triméthylsilylation. La position des 

doubles liaisons carbone-carbone dans les composés insaturés a été déterminée sur les dérivés 

diméthyl-disulfures. Enfin, l'existence et la position d'une ramification sur les chaînes alkyles 

des acides gras ont été établies à partir des dérivés N-acyl pyrrolidides obtenus par réaction de 

la pyrrolidine sur les esters méthyliques. 

L'identification des composés lipidiques de chaque fraction obtenue à partir des 

cultures sur chaque hydrocarbure, a été réalisée en CG/SM par analyse des spectres de masse 

des dérivés décrits ci-dessus, et par comparaison avec les spectres de masse des composés 

standards lorsque ceux-ci étaient disponibles. Des coinjections en CG avec des standards ont 

été également éfféctuées. 

 
V. identification et distribution des lipides de M. HYDROCARBONOCLASTICUS Cultivée sur 

alcanes normaux (C19 et C21) 

 

V.1. IDENTIFICATION DES LIPIDES EN SPECTROMETRIE DE MASSE 

 

 Les lipides extraits des biomasses bactériennes de M. hydrocarbonoclasticus cultivée 

sur n-C19 et n-C21 contiennent des acides gras saturés et monoinsaturés, des β-hydroxy acides 

et des alcools gras saturés et monoinsaturés. Les spectres de masse de quelques uns des 

produits les plus importants extraits des cultures ainsi que leurs interprétations sont présentés 

ci-après. 

 

V.1.1. Esters méthyliques d'acides gras normaux saturés 

 
La Figure III.1 montre le spectre de masse de l’acide gras saturé n-C17:0, l’ion le plus 

abondant est m/z 74 obtenu par un mécanisme de réarrangement de type Mc Lafferty: il s’agit 

d’un transfert d’hydrogène (transfert γ-H) suivi d’une rupture de la liaison carbone α - 

carbone β par rapport au carbonyle, comme le montre la Figure III.2 (Murphy, 1993). 
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Figure III.1. Spectre de masse par impact électronique de l'ester méthylique de l’acide gras n-

C17:0. 

 
(CH2)12CH3

O
H

CH3O
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O

CH2
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Figure III.2. Mécanisme de formation de l’ion fragment m/z 74. 

 

Les autres ions les plus abondants du spectre sont m/z 87, m/z 143 et m/z 199, qui se 

forment par des mécanismes de réarrangement, comme le montre la Figure III.3.(Murphy, 

1993) en ce qui concerne l'ion m/z 87. 
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CH3O
H

O

OH

CH3O

+

CH3O

OH

+  
Figure III.3. Mécanisme de fragmentation conduisant à la formation de l’ion fragment m/z 87. 
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Deux ions carbométhoxylés sont aussi observés, m/z 255 et m/z 241 correspondant à la 

perte de 29 et 43 u.m.a. à partir de l’ion moléculaire. M-29 et M-43. Ils ne correspondent pas 

à la perte d’un groupement radicalaire éthyle ou propyle de la chaîne hydrocarbonée, mais à 

un mécanisme de réarrangement complexe (Murphy, 1993)(Figure III.4). 
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Figure III.4. Mécanismes de fragmentation conduisant à la formation des ions m/z 255 (M-29) 

et m/z 241 (M-43). 

 

 

Un autre ion de faible abondance, mais qui est toujours présent dans le spectre de 

masse des esters méthyliques d’acides gras normaux, est l’ion M-31 représenté par m/z 253 

pour l’acide n-C17:0. La formation de cet ion peut être expliquée par deux mécanismes de 

réarrangement (Murphy, 1993) (Figure III.5). 
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CH3O
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O
.+

(CH2)15-CH3

O+
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O
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(CH2)15-CH3

O
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Figure III.5. Mécanisme de fragmentation conduisant à la formation de l’ion m/z 253 (M-31). 

 

La spectrométrie de masse est incapable de différencier entre les acides gras normaux 

et leurs homologues ramifiés du coté du méthyle terminal (exemple: iso et anteiso). 
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Cependant, elle nous permet de distinguer les acides gras ramifiés en position α dont le 

réarrangement Mc Lafferty conduit à la formation de l’ion 88 à la place du 74 (Figure III.6) et 

du 101 à la place du 87 (Figure III.7). 

 

 

(CH2)14CH3

CH CH3

O
H

CH3O
Rearrangement

+.
O

H

CH3O
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M+. m/z 88  
 

Figure III.6. Mécanisme de formation de l'ion m/z 88 à partir de l'acide 2-

méthylnondécanoïque (méthyl ester). 
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Figure III.7. Mécanisme de formation de l'ion m/z 101 à partir de l'acide 2-

méthylnonadécanoïque (méthyl ester). 

 

 

La Figure III.8 montre le spectre de masse de l'ester méthylique de l'acide gras 2Me-

C19. 
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Figure III.8. Spectre de masse de l'ester méthylique de l'acide 2Me-C19:0. 

 

V.1.2. Dérivés DMDS des esters méthyliques d'acides gras insaturés 

 

La spectrométrie de masse par impact électronique ne permet pas de préciser la 

position de la double liaison des acides gras insaturés, du fait qu’ils ne donnent aucune 

fragmentation privilégiée des liaisons vinyliques. Par conséquence, nous avons procédé à la 

localisation de la position de la double liaison par formation des dérivés diméthyles disulfures 

selon le protocole décrit par Scribe et al. (1990). Ainsi, l’acide insaturé n-C17:1 prédominant 

dans les cultures sur n-C19 et n-C21 correspond aux isomères n-C17:1ω10, n-C17:1ω9 et n-C17:1ω8 

pour la culture sur n-C19, et aux isomères n-C17:1ω9 et n-C17:1ω8 pour la culture sur n-C21. Les 

Figures III.9 et III.10 illustrent respectivement le spectre de masse et le schéma réactionnel de 

formation et de fragmentation du dérivé DMDS de l’ester méthylique de l’acide gras n-

C17:1ω8. Ce dernier met en évidence quatre ions facilement identifiables, M+• correspondant à 

m/z 376, et trois autres ions fragments à m/z 217, m/z 185 et m/z 159. 
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Figure III.9. Spectre de masse par impact électronique du dérivé DMDS de l'ester méthylique 

de l’acide n-C17:1ω8. 
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Figure III.10. Schéma réactionnel de formation et de fragmentation du dérivé DMDS de 

l'ester méthylique de l’acide n-C17:1ω8. 
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L’analyse de ces dérivés DMDS par CG/SM présente un intérêt majeur par rapport à 

l’analyse des dérivés pyrrolidides en ce qui concerne l’identification structurale des acides 

gras monoinsaturés. En effet, l’interprétation des fragmentations est facilitée et les rapports 

signal/bruit des fragments déterminants sont excellents. 

 

V.1.3. Dérivés N-acyl pyrrolidides 

 

 La position des groupes méthyles sur les chaînes alkyles d'acides gras saturés ramifiés 

a été déterminée grâce aux dérivés N-acylpyrrolidides obtenus par l'action de la pyrrolidine 

sur les esters méthyliques. Ces N-acylpyrrolidides sont caractérisés en spectrométrie de masse 

par une série régulière d'ions, correspondants aux ruptures simples au niveau de chaque atome 

de carbone. Quand un ion se trouve en faible intensité dans cette série, une ramification au 

niveau de cet atome de carbone est suggérée (Anderson, 1978 ; Ayanoglu et al., 1982). 

 Les Figures III.11, III.12, III.13 et III.14 représentent respectivement les spectres de 

masse des dérivés N-acylpyrrolidides des acides C17 normal, iso, antéiso et ramifié en position 

10. 

 

 

 
 

Figure III.11. Spectre de masse du derivé N-acylpyrrolidide de l'acide n-C17:0. 
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Figure III.12. Spectre de masse du derivé N-acylpyrrolidide de l'acide i-C17:0. 

 

 

 
 

Figure III.13. Spectre de masse du derivé N-acylpyrrolidide de l'acide ai-C17:0. 
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Figure III.14. Spectre de masse du dérivé N-acyl pyrrolidide de l'acide 10-Me-C15:0. 

 

V.1.4. Dérivés TMSides alcools gras saturés et insaturés 

 
Les alcools primaires saturés ont été caractérisés grâce aux spectres de masse par 

impact électronique de leurs dérivés triméthylsilylés (TMSi) caractérisés par deux pics très 

intenses à m/z 75 [(CH3)2Si=+OH)] et M-15 (M-CH3). Deux autres pics caractéristiques m/z 

73 et m/z 103 correspondent respectivement aux ions [(CH3)3Si+] et [CH2=O+−Si(CH3)3] 

(Figure III.15) 

 

(CH3)3Si+

(CH3)2Si=+OH

(CH3)3SiO+

(CH3)3SiO(CH2)nCH3

m/z 73

m/z 75

m/z 89 m/z 103

[(CH3)2SiO(CH2)nCH3]+

m/z (M-15)

CH2=O+Si(CH3)3

 
 

Figure III.15. Principaux fragments du spectre de masse des dérivés TMSi des alcools 

primaires normaux. 
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La Figure III.16 montre le spectre de masse du dérivé triméthylsilylé de l'alcool 

primaire saturé à 19 atomes de carbone présent dans les lipides "non liés" de la culture sur n-

C19. L'ion moléculaire est détecté en très faible abondance à m/z 356 alors que les pics très 

intenses à m/z 341 (M-CH3) et m/z 75 permettent d'identifier ce composé. 

 

 

 
 

Figure III.16. Spectre de masse par impact électronique du dérivé TMSi de l'alcool 

n-19:0, 1-OH. 

 

 Les spectres de masse des dérivés TMS des alcools insaturés sont caractérisés par un 

pic intense à m/z 75 comme pour les alcools saturés et d'un pic de faible intensité à m/z M-15 

correspondant à la perte d'un groupement méthyle de l'ion moléculaire. La détermination de la 

position de l'insaturation de ces alcools est possible par formation des dérivés diméthyl-

disulfures. La Figure III.17 montre le spectre de masse de l'alcool insaturé à 21 atomes de 

carbone détecté dans les lipides "non liés" de la culture sur n-C21. La réaction de formation et 

de fragmentation du dérivé DMDS de cet alcool triméthylsilylé ainsi que le spectre de masse 

correspondant sont présentés respectivement sur les Figures III.18 et III.19. 
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Figure III.17. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'alcool insaturé n-21:1, 1-OH. 
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Figure III.18. Formation et fragmentation du dérivé dimethyl disulfure du dérivé TMSi de 

l'alcool n-21:1ω9, 1-OH. 
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Figure III.19. Spectre de masse du dérivé TMSi/DMDS de l'alcool insaturé n-21:1ω9, 1-OH. 

 

 Les spectres de masse par impact électronique des dérivés TMSi des alcools 

secondaires sont caractérisés par un pic à m/z 117 [CH3CHO+−Si(CH3)3], qui est le pic le plus 

abondant. Trois autres ions abondants et faciles à distinguer sont présents à m/z 73 

[(CH3)3Si+], m/z 75 [(CH3)2Si=+OH] et l'ion fragment à m/z (M-15) (Alugupalli et Larsson, 

1992). Le spectre de masse du dérivé TMSi de l'alcool secondaire, n-19:0, 2-OH, détecté dans 

les lipides "non liés" de la culture sur n-C19, est illustré à la Figure III.20. 

 

 

M+
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Figure III.20. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'alcool secondaire n-19:0, 2-OH. 

 

V.I.5. Dérivés TMS des esters méthyliques des β-hydroxy acides 

 
 Les spectres de masse des β-hydroxy acides non dérivatisés présentent un ion 

caractéristique à m/z 103, obtenu selon un mécanisme de réarrangement. Les Figures III.21 et 

III.22 montrent respectivement le mécanisme de formation de l'ion 103 et le spectre de masse 

de l'ester méthylique du n-β-hydroxy acide C19:0. 
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Figure III.21. Mécanisme de réarrangement conduisant à la formation de l'ion m/z 103. 

[M-Me]+ 
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Figure III.22. Spectre de masse (IE) du β-hydroxy acide à 19 atomes de carbone. 

 

 Mais l'ion m/z 103 n'étant pas spécifique des β-hydroxy acides, nous avons donc 

utilisé la trimethylsilylation qui permet la détermination exacte de la position du groupement 

hydroxyle sur la chaîne hydrocarbonée (Figure III.23). Le spectre de masse du β-hydroxy 

acide C19:0 triméthylsilylé (Figure III.24) présente deux pics intenses à m/z 175 et 385 (M-

CH3)+. Les deux ions fragments à m/z 175 et 327 sont obtenus par ruptures simples (Figure 

III.24). 
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Figure III.23. Principaux ions fragments du spectre de masse des β-hydroxy méthyl ester 

triméthylsilylés (Eglinton et Hunneman, 1968). 

 

 
 

Figure III.24. Spectre de masse du dérivé triméthylsilylé du n-β-hydroxy méthyl ester C19:0. 
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La position de l'insaturation des β-hydroxy acides insaturés peut être déterminée par 

dérivatisation DMDS de cette fraction triméthylsilylée ou non. Les Figures III.25 et III.26 

montrent respectivement le spectres de masse du dérivé DMDS de l'ester méthylique du β-

hydroxy acide n-13:1ω8 avec et sans triméthylsilylation. 

 

 

 
 

Figure III.25. Spectre de masse du dérivé DMDS de l'ester méthylique du β-hydroxy acide n-

13:1ω8 après triméthylsilylation 
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Figure III.26. Spectre de masse du dérivé DMDS de l'ester méthylique du β-hydroxy acide 

13:1ω8. 

V.1.6. β-Méthoxy acides 

 

Certaines fractions lipidiques, notamment celles obtenues par hydrolyse acide de la 

biomasse bactérienne contiennent également en faible quantité des β-méthoxy acides qui sont 

vraisemblablement des artéfacts comme nous le verrons. La structure chimique, ainsi que le 

spectre de masse du β-méthoxy acide n-C12:O qui est le composé le plus abondant de cette 

série sont présentés à la Figure III.27. Le spectre de masse montre les ions: [M-CH3]+ m/z 

229, [M-CH2CO2CH3]+ m/z 171, [M-(CH3 + CH2-CO2-CH3 + H+] m/z 155. Les ions 

caractéristiques sont observés à m/z 75 et à m/z 117, ils correspondent aux pics de base et sont 

formés comme la montre la Figure III.28. 

 

 M+.
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Figure III.27. Spectre de masse du β-méthoxy méthyl ester C12:0. 
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Figure III.28. Mécanisme de fragmentation du n-β-methoxy méthyl ester C12:0 conduisant aux 

ions fragments m/z 75 et m/z 117. 
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V.2. LIPIDES "NON LIES" 

 

Les lipides "non liés" des cultures sur n-C19 et n-C21 sont dominés par les acides gras 

normaux à nombre impair d’atomes de carbone de C13 à C21 (Tableaux III.3 et III.4). Ces 

acides gras normaux saturés et insaturés représentent, respectivement, 40,8 et 46,3 % des 

lipides "non liés" dans le cas de la culture sur n-C19, et, 36,0 et 53,7 % pour la culture sur n-

C21. Les principaux acides gras saturés identifiés sont (en abondance relative) les acides n-

C17:0 (25,8 % dans le cas de la culture sur n-C19 et 19,6 % sur n-C21), n-C15:0 (7,2 et 8,2 % 

correspondant respectivement, aux cultures sur n-C19 et n-C21) et l’acide palmitique (3,4 et 5,6 

% correspondant respectivement aux cultures sur n-C19 et n-C21) (Tableau III.3). D’autres 

acides gras normaux tels que n-C19:0, n-C18:0, et n-C13:0 ont été également identifiés, mais en 

faibles quantités. Nous observons également une faible quantité d’acides gras ramifiés, 

exclusivement saturés iso à 16, 17, 18 et 19 atomes de carbone (5 % pour la culture sur n-C19 

et 0,7 % pour la culture sur n-C21). En outre, les acides gras saturés portant un groupement 

méthyle en position 10 sont absents dans ces deux cultures alors que la production de ce type 

de composés a été constatée en quantité notable (0,5 à 6 %) lors de la croissance d’une souche 

de M. hydrocarbonoclasticus également sur n-alcanes (Doumenq et al., 2001). 

 

Les acides n-C17:1 (ω8, ω9 et ω10) sont les acides gras insaturés prédominants (plus de 

55 % des acides gras insaturés de la fraction "non liée") dans les deux cultures (Tableau III.3). 

D’autres acides gras monoinsaturés à nombre impair d’atomes de carbone ont été également 

identifiés, mais en faibles quantités (plusieurs isomères de n-C19:1 et n-C15:1 dans les deux 

cultures, et n-C21:1ω9 uniquement dans la culture sur n-C21). En ce qui concerne les acides gras 

insaturés à nombre pair d’atomes de carbone, les acides n-C16:1 et n-C18:1 avec prédominance 

des isomères ω9 ont été également identifiés. 

 

Les lipides "non liés" de ces deux cultures sont donc caractérisés par une forte 

abondance des acides gras normaux à 17 atomes de carbone (n-C17:0 et n-C17:1) (Tableaux III.3 

et III.4). Ces résultats se distinguent des résultats obtenus avec la même bactérie cultivée sur 

n-C20, pour laquelle l’acide n-C17:0 était un composé minoritaire dans les lipides "non liés" et 

ses analogues insaturés absents (Lattuati et al., 2002). En effet, la culture de M. 

hydrocarbonoclasticus sur n-C20 est caractérisée par une forte dominance des acides gras 

normaux à 16 et 18 atomes de carbone (n-C16:0, n-C16:1 et n-C18:1ω9) alors qu’ils ne 
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représentent que des composés minoritaires avec les n-alcanes C19 et C21. Une étude récente 

sur l’influence de la parité des n-alcanes sur la composition en acides gras "non liés" d’une 

autre souche de M. hydrocarbonoclasticus (617) a conduit à des résultats similaires 

(Doumenq et al., 2001). Ces résultats concordent aussi avec les travaux antérieurs sur la 

dégradation des n-alcanes par des bactéries aérobies (Mycobacterium vaccae, Candida 

lipolytica, Micrococcus cerificans, Acinetobacter sp, Cunninghamella echunilata) pour 

lesquelles les cultures sur n-alcanes à nombre pair d’atomes de carbone conduisent 

essentiellement à des acides gras à nombre pair d’atomes de carbone et inversement (Dunlap 

et Perry, 1967; Makula et Finnerty, 1968a; Hug et Fiechter, 1973; King et Perry, 1975; Rehm 

et Reif, 1981). 

 

Les alcools primaires saturés et insaturés constituent la deuxième classe lipidique avec 

6 % des lipides "non liés" de la bactérie cultivée sur n-C19 et 7,4 % pour la culture sur n-C21 

(Tableau III.4). Cette classe est caractérisée par la prédominance des alcools dont les nombres 

d’atomes de carbone sont semblables à ceux des alcanes utilisés (> 75 %). Ces alcools 

représentant la première étape de l’oxydation des n-alcanes par les bactéries n’ont pas été 

observés par Doumenq et al.(2001) lors de la culture de M. hydrocarbonoclasticus sur ce type 

de composés. Ceci pourrait s'expliquer dans leurs cas par un état de dégradation plus avancé 

des hydrocarbures fournis à la bactérie. Une quantité non négligeable d’alcool secondaire (0,6 

% des lipides non liés) provenant de l’oxydation subterminale a été mise en évidence dans le 

cas de la culture sur n-C19, alors que seulement quelques traces de son alcool secondaire 

homologue ont été détectées dans les lipides "non liés" de la culture sur n-C21. Des alcools 

primaires normaux de C15 à C18, ont été également identifiés en quantités appréciables (2,1 %) 

dans le cas de la culture sur n-C19 alors que l’alcool n-16:0, 1-OH est à l’état de traces dans 

les lipides "non liés" de la culture sur n-C21. Ces résultats corroborent ceux de la culture sur n-

C20 (Lattuati et al., 2002) où les alcools primaires saturé n-C20:0 et monoinsaturé n-C20:1 ont 

été identifiés comme pratiquement les seuls alcools (Tableau III.3). 

 

Deux β-hydroxy acides à 17 et 19 atomes de carbone ont été détectés en faibles 

quantités dans les lipides "non liés" des cultures sur n-C19 et n-C21 (Tableaux III.3). Ces deux 

β-hydroxy acides (n-17:0 et n-19:0) représentent respectivement 0,3 et 0,6 % des lipides libres 

dans le cas de la culture sur n-C19 alors qu'ils ne sont détectés qu'à l'état de traces dans la 

culture sur n-C21. La présence de ces β-hydroxy acides met en évidence un mécanisme de β-
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oxydation des acides gras dans les voies métaboliques de dégradation des n-alcanes (Klug et 

Markovetz, 1971; Rehm et Reiff, 1981; Bertrand et Mille, 1989). Ces résultats concordent 

avec ceux de la culture sur n-C20 (Lattuati et al., 2002) où des β-hydroxy acides homologues à 

nombre pair d'atomes de carbone saturés et insaturés (16, 18 et 20) ont été identifiés. Par 

contre, les travaux de Doumenq et al.(2001) sur la dégradation des n-alcanes par une autre 

souche de M. hydrocarbonoclasticus n'ont pas révélé la présence de β-hydroxy acides 

intermédiaires dans la β-oxydation de ces hydrocarbures. Dans cette étude seul le β-hydroxy 

acide n-12:0 a été rapporté, il pourrait provenir, comme nous le verrons plus loin d'une 

hydrolyse des lipopolysaccharides de la bactérie. 

La Figure III.29 représente le courant ionique total en spectrométrie de masse des 

lipides "non liés" de la culture sur n-C19. 

 

 

 
 

Figure III.29. Courant ionique total des lipides "non liés" de M.hydrocarbonoclasticus 

cultivée sur n-C19 après une triméthylsilylation. 
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Tableau III.3. Composition des lipides "non liés"* de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur 
acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
 
Lipides  Acétate n-C19 n-C20 n-C21 
Acides gras saturés 
n-13:0 - 0,3 - 0,6 
n-14:0 3,0 0,1 1,2 0,4 
n-15:0 tr  7,2 0,3 8,2 
n-16:0 22,4 3,4 25,3 5,6 
i-16:0 - 0,4 - 0,2 
n-17:0 tr  25,8 0,4 19,6 
i-17:0 - 1,5 - 0,2 
n-18:0 4,3 1,5 1,5 1,0 
i-18:0 - 1,7 - 0,3 
n-19:0 - 2,5 - 0,6 
i-19:0 - 1,4 - - 
Acides gras insaturés 
n-14:1 ω9 - - 0,5 - 
n-15:1 ω9 - 1,3 - 2,0 
n-15:1 ω8 - 0,7 - - 
n-15:1 ω6 - 0,1 - 0,7 
n-16:1 ω9 10,6 1,1 16,2 2,5 
n-16:1 ω7 7,3 1,0 8,9 0,9 
n-16:1 ω5 0,5 - - - 
n-17:1 ω10 - 9,6 - - 
n-17:1 ω9 - tr - 16,5 
n-17:1 ω8 - 19,3 - 13,6 
n-18:1 ω9 44,3 5,2 26,6 9,9 
n-18:1 ω7 5,5 5,1 - - 
n-18:1 ω5 0,6 - tr - 
n-19:1ω 12 - - - 3,8 
n-19:1 ω10 - 2,7 - - 
n-19:1 ω9 - - - 0,9 
n-19:1 ω8 - 0,2 - 0,5 
n-20:1 ω9 - - 4,2 - 
n-21:1 ω9 0,6 - - 2,4 
n-22:1 ω9 0,6 - - - 
β-hydroxy acides 
n-12:0, OH tr - 0,2 - 
n-14:0, OH - - 0,1 - 
n-16:0, OH - - 0,2 - 
n-16:1 ω9, OH - - 0,1 - 
n-17:0, OH - 0,3 - tr 
n-18:0, OH - - 0,4 - 
n-18:1 ω9, OH - - 0,3 - 
n-19:0, OH - 0,6 - tr 
n-20:0, OH - - 0,6 - 
n-20:1 ω9, OH - - 0,3 - 
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Lipides  Acétate n-C19 n-C20 n-C21 
Alcools 
n-15:0, 1-OH - 0,1 - - 
n-16:0, 1-OH tr  0,6 tr  tr  
n-17:0, 1-OH - 0,9 - - 
n-18:0, 1-OH - 0,5 - - 
n-19:0, 1-OH - 3,8 - - 
n-19:1, 1-OH - 0,1 - - 
n-19:0, 2-OH - 0,6 - - 
n-20 :0, 1-OH - - 1,3 - 
n-20:1 ω9, 1-OH - - 10,3 - 
n-21:0, 1-OH - - - tr 
n-21:1 ω9, 1-OH - - - 7,4 
n-21:0, 1-OH - - - tr 

  
* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 

identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentant entre 0,2 % et 2,1 
% des lipides totaux. 
 

Tableau III.4. Composition globale des lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus 
cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
 

Source de carbone 
Classes de composés 

Acétate d' 
ammonium 

n-C19 n-C20 n-C21 

n-alcan-1-ols tr 6.0 11.6 7.4 
n-alcan-2-ols - 0.6 - tr 
Σ Alcools tr 6.6 11.6 7.4 
n-acides saturés 29,7 40.8 28.7 36.0 
n-acides insaturés 70,0 46.3 56.4 53.7 
acides ramifies saturés - 5.0 - 0.7 
Σ acides 99,7 92.1 85.1 90.4 
Σ β-hydroxy acids tr 0.9 2.2 tr 
Σ composés pairs 99,1 20.6 98.2 20.8 
Σ composés impairs 0,6 79.0 0.7 77.0 
Σ composés normaux 99,7 94.6 98.9 97.1 
Σ composes ramifiés - 5.0 - 0.7 
∑ AG saturés 29,7 45.8 28.7 36.7 
∑ AG insaturés 70,0 46.3 56.4 53.7 
∑ AG n-C16 40,8 5.5 50.4 9.0 
∑ AG n-C17 tr 54.7 0.4 49.7 
∑ AG n-C18 54,7 11.8 28.1 10.9 

 
AG: acides gras 
 

 

 

 



 122

V.3. LIPIDES LABILES EN MILIEU BASIQUE 

 

 Les fractions lipidiques obtenues par traitement basique des biomasses bactériennes 

déjà extraites aux solvants contiennent les mêmes classes lipidiques que les fractions "non 

liés" mais dans des proportions différentes (Tableau III.6). La Figure III.30 montre le courant 

ionique total des lipides labiles en milieu basique extraits de la culture sur n-C19. 

 

 

 
 

 

Figure III.30. Courant ionique total des lipides labiles en milieu basique de 

M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur n-C19. 

 

Les acides gras constituent 31,7 % des lipides labiles en milieu basique de la culture 

sur n-C21 contre plus du double (approximativement 72 %) dans les cultures sur n-C19 et n-C20 

(Tableau III.6). Les acides gras normaux saturés et insaturés se trouvent dans des proportions 

presque égales dans les cultures sur les deux n-alcanes impairs alors que les saturés sont 

prédominants dans la culture sur n-C20. Ces acides gras sont caractérisés par une forte 

prédominance de composés normaux à nombre impair d'atomes de carbone dans le cas de la 
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culture sur n-C19 (Tableau III.5) (plus de 50 % de la fraction et 70 % des acides gras) alors 

qu'on assiste à une distribution presque équivalente en acides gras pairs et impairs dans la 

culture sur n-C21. Par comparaison, dans le cas de la culture sur n-C20, l'acide n-C15:0, à l'état 

de traces, est le seul acide gras à nombre impair (Tableau III.5) d'atomes de carbone. De 

faibles quantités d'acides gras iso C16:0 et C18:0 (respectivement 1,2 et 0,6 %) ont été identifiés 

uniquement dans la culture sur n-C19 alors que les acides gras ramifiés sont complètement 

absents dans les cultures sur n-C21 et n-C20. Contrairement à la culture sur n-C20 où les acides 

gras à courtes chaînes à 10 et 12 atomes de carbone constituent respectivement 17,6 et 37,8 % 

des lipides labiles en milieu basique, ils ne constituent que des composés minoritaires (< 3 %) 

dans les deux cultures sur n-alcanes impairs (Tableau III.5). 

Les β-hydroxy acides sont en quantités importantes dans cette fraction lipidique 

(Tableau III.5), ils présentent une distribution différente de celle observée pour les lipides 

"non liés" (Tableaux III.3 et III.5). Ils sont caractérisés par une forte dominance du β-hydroxy 

acide n-C12:0 (60,2 %, 99,3 % et 85 % des β-hydroxy acides totaux de cette fraction isolée des 

cultures sur n-C19, n-C20 et n-C21) et par une faible contribution de n-β-hydroxy acides 11:0, 

13:0 et 13:1ω8 dans les cultures sur n-C19 et n-C21 (Tableau III.5). 

 

Cette fraction lipidique contient également une série de β-méthoxy acides saturés de 

même distribution que les β-hydroxy acides. La Figure III.31 montre la distribution de ces 

deux familles de composés dans les lipides liés par liaisons esters de la culture sur n-C19. 

 Bien que certains auteurs considèrent les β-méthoxy acides comme étant des 

métabolites bactériens réels, tels ceux identifiés chez Hélicobacter pylori (Inamoto et al., 

1993), nombreux sont ceux à penser qu'ils ne sont que des artéfacts. Ils seraient produits à 

partir des β-acyloxy acides présents dans les lipopolysaccharides au cours de la méthanolyse 

basique (Mendoza et al., 1987b; Lattuati et al., 2002). Les distributions similaires des β-

méthoxy acides et des β-hydroxy acides établies respectivement à partir des ions 

chromatogrammes m/z 117 et 175 (Figure III.31), suggèrent que les β-méthoxy acides sont 

bien, dans notre cas, des produits artéfactuels. 
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Figure III.31. a) Distribution des β-hydroxy acides (TMSi, méthyl esters) et b) des β-méthoxy 

acides dans les lipides liés par liaisons esters de la culture sur n-C19. 

 

 Deux alcools primaires n-C16:0 et n-C18:0 ont été également identifiés en faibles 

quantités (0,6 %) dans les lipides labiles en milieu basique des cultures sur n-C19 et n-C21 

alors qu'il étaient absents dans le cas de la culture sur n-C20. Ces alcools ne peuvent pas 

provenir d'une extraction incomplète des lipides non liés, sinon on aurait du obtenir également 

dans cette fraction les alcools primaires provenant de l'oxydation des alcanes.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

β-hydroxy acides (TMS, méthyl esters) 

 
 
β-méthoxy acides (méthyl esters) 
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Tableau III.5. Composition des lipides labiles en milieu basique* de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
Lipides Acétate  n-C19 n-C20 n-C21 
Acides gras saturés 
n-10:0 3,5 - 17,6 - 
n-11:0 - 1,0 - - 
n-12:0 20,3 1,7 37,8 1,8 
n-13:0 - 1,9 - 3,0 
n-14:0 1,8 0,1 1,2 0,3 
n-15:0 0,1 5,8 tr  - 
n-16:0 7,2 5,6 2,5 6,3 
i-16:0 - 1,2 - - 
n-17:0 tr 15,4 - 5,1 
n-18:0 1,4 1,9 - 1,2 
i-18:0 - 0,6 - - 
n-19:0 - 1,6 - - 
n-20:0 0,1 - - - 
Acides gras insaturés 
n-12:1 ω7 0,6 - - - 
n-13:1 ω8 - 0,9 - 0,8 
n-14:1 ω9 13,5 1,7 9,3 3,5 
n-14:1 ω7 0,4 - - - 
n-14:1 ω5 0,6 - - - 
n-15:1 ω9 - 0,4 - tr 
n-15:1 ω8 - 2,1 - tr 
n-15:1 ω6 - 2,1 - tr 
n-16:1 ω9 2,3 0,7 1,2 0,9 
n-16:1 ω7 2,1 0,3 0,5 0,1 
n-16:1 ω5 0,2 - - - 
n-17:1 ω10 - 6.2 - - 
n-17:1 ω9 - - - 3,4 
n-17:1 ω8 - 10,0 - 2,9 
n-18:1 ω9 11,6 5,9 0,9 2,4 
n-18:1 ω7 1,4 - 0,3 - 
n-18:1 ω5 0,1 - tr  - 
n-19:1 ω10 - 5,6 - - 
n-20:1 ω9 0,1 - - - 
β-hydroxy acids # 
n-10:0, OH 0,2 - 0,2 - 
n-11:0, OH - 3,7 - 6,7 
n-12:0, OH 31,5 16,0 27,9 47,6 
n-13:0, OH - 6,3 - 11,7 
n-13:1ω8, OH - 0,5 - - 
n-14:0, OH 0,1 - tr  - 
n-17:0, OH - 0,1 - - 
Alcools 
n-16:0, 1-OH - 0,3 - 0,6 
n-18:0, 1-OH - 0,3 - tr 
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# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement a celles 
des β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 
identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 0,1 % et 1,6 
% des lipides totaux. 
 

 

Tableau III.6. Composition globale des lipides labiles en milieu basique de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
 

Source de carbone 
Classes de composés 

Acétate d' 
ammonium 

n-C19 n-C20 n-C21 

Σ alcools - 0,6 - 0,6 
n-acides saturés 34,5 35,0 59,1 17,7 
n-acides insaturés 32,9 35,9 12,2 14,0 
acides ramifies saturés - 1,8 - - 
Σ acides 67,4 72,7 71,3 31,7 
n-β-hydroxy acides 31,8 26,6 28,3 66,0 
Σ β-hydroxy acides 31,8 26,6 28,3 66,0 
β-hydroxy 12:0* 99,0 60,2 99,3 72,1 
Σ composés normaux 99,2 98,1 99,6 98,3 
Σ composes ramifiés - 1,8 - - 
Σ composés pairs 99,1 36,3 99,6 64,7 
Σ composés impairs 0,1 63,6 tr 33,6 
∑ AG n-C16 11,8 6,6 4,2 7,3 
∑ AG n-C17 tr 31,6 - 11,4 
∑ AG n-C18 14,5 7,8 1,2 3,6 

AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
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V.4. LIPIDES LABILES EN MILIEU ACIDE 

 

 L'analyse par CG/SM des lipides labiles en milieu acide obtenus par hydrolyse acide 

des résidus bactériens indique la présence prédominante de β-hydroxy acides. Ces derniers 

constituent 64,3 % de cette fraction dans le cas de la culture sur n-C19, 84,8 % pour le n-C21 et 

98,3 % pour le n-C20. Ils présentent une forte prédominance du β-hydroxy acide n-12:0 (entre 

60,3 et 99,3 % des β-hydroxy acides) (Tableaux III.7 et III.8). Des quantités importantes de β-

hydroxy acides n-13:0 et, dans une moindre mesure de n-11:0 sont aussi présentes 

uniquement dans les cultures sur n-C19 et n-C21 ce qui peut être expliqué par l'intégration dans 

les lipopolysaccharides d'hydroxy acides provenant de la dégradation des hydrocarbures. 

 

Les acides gras représentent 27,5 %, 1,0 % et 11,5 % des lipides labiles en milieu 

acide des cultures sur n-C19, n-C20 et n-C21, respectivement (Tableau III.8). Contrairement aux 

deux fractions précédentes, les acides gras sont essentiellement normaux saturés à nombre 

pair d'atomes de carbone (C16 et C18) avec prédominance des composés saturés dans les 

cultures sur n-C19 et n-C20 (Tableau III.7). Selon les travaux de Wilkinson (1988), ces acides 

ne proviennent pas des LPS, mais plus probablement de lipoprotéines qui comportent des 

parties acyles sans substituant hydroxyle, liées par liaisons amides. 

 

Des alcools normaux, essentiellement à nombre pair d'atomes de carbone ont été 

identifiés dans cette fraction pour les cultures sur n-C19 et n-C21. Ils représentent 

respectivement 7,1 et 1,7 % des lipides de cette fraction (Tableau III.8). La présence d'alcools 

dans les lipides libérés par hydrolyse acide est très surprenante. Elle a été cependant notée lors 

de l'hydrolyse acide de sédiments lacustres préalablement extraits et saponifiés (Goossens et 

al., 1989b). La seule liaison imaginable, qui par hydrolyse en milieu acide pourrait conduire à 

la formations d'alcools est de type glycosides-O-alkyle, une liaison acétal qui pourrait exister 

dans des biosurfactants produits par la bactérie. Si aucun biosurfactant naturel comportant un 

groupement n-alkyle de type: 

 

O
HO

HO
HO

CH2OH

O
 



 128

n'a été identifié à ce jour, d'autres surfactants de type glycosidiques mettant en jeu des acétals 

du type: 

glycoside O CH

CH3

COOH

(CH2)15

 
 

ont été identifiés chez des Pseudomonas (Lang, 2002; Holmberg, 2001). 

 

 

 
 

Figure III.32. Courant ionique total des lipides labiles en milieu acide de la culture sur n-C19. 
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Tableau III.7. Composition des lipides labiles en milieu acide de M. hydrocarbonoclasticus 
cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
 
Lipides Acétate  n-C19 n-C20 n-C21 
Acides gras saturés  
n-12:0 tr - tr 0,6 
n-13:0 - 5,2 - 0,1 
n-14:0 tr 4,6 tr 1,0 
n-15:0 - - - 2,1 
n-16:0 3,0 7,9 1,0 4,9 
n-17:0 - 1,4 - 0,7 
n-18:0 1,8 3,8 tr 1,8 
n-19:0 - 0,3 - - 
n-20:0 - 0,4 - - 
n-21:0 - 0,4 - - 
n-22:0 - 0,5 - 0,3 
n-23:0 - 0,9 - - 
n-24:0 - 0,5 - - 
Acides gras insaturés  
n-18:1 ω9 0,8 1,3 - - 
β-hydroxy acides# 
n-10:0, OH 0,4 - 0,5 - 
n-11:0, OH - 2,7 - 8,9 
n-12:0, OH 93,6 38,8 97,6 64,1 
n-13:0, OH - 22,7 - 11,8 
n-14:0, OH 0,1 - 0,2 - 
n-15:0, OH - 0,1 - - 
Alcools 
n-15:0, 1-OH - 1,0 - - 
n-16:0, 1-OH - 3,9 - 0,7 
n-18:0, 1-OH - 2,2 - 1,0 

 
# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement à celles 

des β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 
* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 

identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 0,2 % et 1,9 
% des lipides totaux. 
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Tableau III.8. Composition globale des lipides labiles en milieu acide de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes normaux. 
 

Source de carbone 
Classes de composés 

Acétate d' 
ammonium 

n-C19 n-C20 n-C21 

Σ alcools - 7,1 - 1,7 
n-acides saturés 4,8 26,2 1,0 11,5 
n-acides insaturés 0,8 1,3 - - 
Σ acides 5,6 27,5 1,0 11,5 
n-β-hydroxy acides 94,1 64,3 98,3 84,8 
β-hydroxy acides ramifiés - - - - 
Σ β-hydroxy acids 94,1 64,3 98,3 84,8 
β-hydroxy 12:0* 99,4 60,3 99,3 75,6 
Σ composés pair  99,7 63,9 99,3 74,4 
Σ composés impair  - 35,0 - 23,6 
Σ composés normaux 99,7 98,9 99,3 98,0 
Σ composes ramifiés - - - - 

AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
 

VI. Culture de M. HYDROCARBONOCLASTICUS sur hydrocarbures ramifiés 

 

VI.1. IDENTIFICATION DES LIPIDES 

 

 Les lipides extraits de M. hydrocarbonclasticus cultivée sur hydrocarbures ramifiés 

comprennent les mêmes classes de composés que ceux extraits des cultures sur n-alcanes. 

Comme le montrent les distributions en lipides rapportées dans les Tableaux III.9, III.11 et 

III.13, les composés ramifiés sont cependant plus abondants, et des lipides comportant à la 

fois une ramification et une insaturation ont été détectés. En raison d'un problème de 

coélution sur les colonnes CG, certains isomères n'ont pu être identifiés qu'en mélange. 

 Ainsi dans le cas de la culture sur i-C19, dans les lipides "non liés", les analyses en CG 

(Figure III.33a) puis en CG/SM indiquent la présence d'un pic dont le temps de rétention 

suggère qu'il s'agit d'un ester méthylique insaturé dont la chaîne comporte 17 carbones, et 

dont la ramification pourrait être de type iso. Ceci a pu être clairement établi par analyse en 

CG, après réduction catalytique du mélange lipidique (Figure III.33b): une augmentation du 

pourcentage relatif de l'acide i-C17:0 a ainsi été notée. 
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Figure III.33. Courant ionique total des lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus 

cultivée sur i-C19 avant (a) et après (b) réduction catalytique. 

 

De plus l'analyse des spectres de masse des dérivés DMDS des lipides de cette fraction 

montre qu'en fait deux composés i-C17:1 coéluent, possédant une insaturation respectivement 

en position ω9, majoritaire, et ω7, minoritaire (Figure III.34). 

 

 

 

 

(a) Lipides "non liés" de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur i-C19 

(b) Lipides "non liés" de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur i-C19  

après réduction catalytique 
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CH3CH3

SS

CH3-CH-(CH2)6-CH       CH-(CH2)5-COOCH3

CH3

187 189 - MeOH 157

CH3CH3

SS

CH3-CH-(CH2)4-CH       CH-(CH2)7-COOCH3

CH3

159 217 - MeOH 185

i-C17:1ω9 i-C17:1ω7

 

 
 

Figure III.34. Spectre de masse des dérivés DMDS des esters méthyliques des acides gras i-

C17:1ω9 et i-C17:1ω7. 

 

VI.2. LIPIDES "NON LIES" 

 

 Dans les lipides "non liés", les acides gras sont les constituants les plus abondants, leur 

abondance relative varient de 84,4 % dans le cas de la culture sur ai-C19 à 97,5 % dans le cas 

de celle sur 10-Me-C19 (Tableau III.10). 

Dans les cultures sur les alcanes iso et antéiso des acides gras de parité identique à 

celle des alcanes fournis aux bactéries et présentant la même substitution iso et antéiso ont été 

identifiés dans les lipides "non liés". Les composés dominants sont les acides gras saturés 

comportant une ramification méthyle: ils constituent de 43,6 % (culture sur i-C19) à 61,4 % 

(culture sur ai-C19) de cette fraction (Tableau III.10). Les acides gras majoritaires sont l'iso- et 

l'antéiso-C17:0 dans les cultures sur les alcanes iso et antéiso à 19 atomes de carbones, avec 

respectivement 24,7 % et 35,1 % des lipides "non liés". Par contre, dans les cultures sur iso- et 
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antéiso-C20, les acides gras prépondérants sont respectivement l'iso- et l'antéiso-C16:0 

(respectivement 32,7 % et 20,4 %; Tableau III.9). On distingue aussi les acides gras iso et 

antéiso C15:0, présents respectivement dans les cultures sur i-C19 et ai-C19, et les acides gras i- 

et ai-C14:0, respectivement dans les cultures sur i-C20 et ai-C20. Une quantité surprenante 

d'acide gras antéiso C17:0 (10,3 %) a été détectée dans les lipides non liés de la culture sur ai-

C20, ce qui suggère l'intervention d'un mécanisme autre que la β-oxydation dans la 

dégradation de cet alcane. 

 Par ailleurs, chacune des cultures sur alcanes ramifiés iso ou antéiso conduit à la 

formation de deux acides gras ramifiés de même nombre d'atomes de carbone que l'alcane 

utilisé. Ainsi les cultures sur i-C19 et i-C20 donnent chacune un acide gras iso et un acide gras 

ramifié par un groupe méthyle en position 2 (par rapport au groupement carboxylique), 

respectivement à 19 et 20 atomes de carbone. Ces derniers acides sont facilement identifiables 

grâce à leur spectres de masse présentant deux ions intenses: l'ion 88 obtenu par un 

réarrangement McLafferty (remplaçant l'ion 74 dans le cas des n-acides gras; Figure III.6) et 

l'ion 101 (remplaçant l'ion 87 pour les n-acides gras; Figure III.7). Des résultats similaires 

sont obtenus avec les cultures sur ai-C19 et ai-C20: chacune de ces cultures donne un acide 

gras antéiso et un acide gras ramifié en position 3, respectivement à 19 et 20 atomes de 

carbone. Les pourcentages des acides gras ramifiés en position 2 ou 3 sont inférieurs à ceux 

des acides gras provenant d'une oxydation du côté le moins encombré. 

Des quantités importantes d'acides gras insaturés iso ont été aussi détectées dans les 

cultures sur i-C19 et i-C20 (respectivement, 9,6 % et 11,3 % ; Tableau III.10), dont 

l'insaturation se trouve essentiellement en position ω9 dans la culture sur i-C19, alors que dans 

la culture sur i-C20 la position de l'insaturation varie entre les positions ω6 et ω10. Par 

comparaison, les cultures sur alcanes antéiso renferment de plus faibles quantités d'acides 

gras insaturés antéiso (2 % et 8,1 % respectivement dans les cultures sur ai-C19 et ai-C20) 

comparées aux quantités d'acides gras insaturés iso dans les cultures sur les alcanes iso. Les 

insaturations de ces acides gras antéiso sont localisées surtout en position ω9 et ω7 dans la 

culture sur ai-C19, et surtout en position ω9 et ω8 dans le cas de l'hydrocarbure ai-C20. 

En ce qui concerne les acides gras normaux, la distribution est caractérisée par un 

maximum au niveau de l'acide oléique (n-C18:1ω9) et ce pour les quatre cultures sur alcanes iso 

et antéiso. L'abondance de cet acide varie entre 8,8 % des lipides "non liés" de la culture sur 

ai-C19 et 16,2 % dans le cas de la culture sur ai-C20. 
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 Les résultats obtenus avec la culture sur 10-Me-C19 montrent une composition des 

lipides "non liés" intermédiaire entre celle des n-alcanes et celle des alcanes ramifiés iso et 

antéiso. En effet, les acides gras ramifiés contribuent pour 38,1 % (37,2 saturés et 0,9 % 

insaturés) des lipides "non liés", alors que les acides gras normaux contribuent pour 59,4 % 

(25 % saturés et 34,4 % insaturés) (Tableau III.10). En raison de la symétrie de l'hydrocarbure 

10-Me-C19, un seul acide directement dérivé de cet alcane est formé, contrairement aux 

cultures sur alcanes iso et antéiso. 

 

Dans les cinq cultures sur alcanes ramifiés, les acides gras insaturés sont en quantités 

moins importantes que dans les cultures sur n-alcanes. L'acide oléique (n-C18:1ω9) est l'acide 

gras insaturé prédominant des lipides "non liés"  

 

Par ailleurs, de faibles quantités d'acides gras méthylés en position 10 ont été détectées 

dans les lipides "non liés" des cultures sur ai-C19, i-C20, ai-C20 et 10-Me-C19 : 10-Me-16:0, 

10-Me-17:0, 10-Me-18:0, 10-Me-19:0. Ce dernier composé a été identifié uniquement dans la 

culture sur l'alcane correspondant: il s'agit d'un métabolite provenant de l'oxydation de 

l'alcane. Par comparaison, une étude effectuée sur une autre souche de M. 

hydrocarbonoclasticus cultivée sur n-alcanes de C16 jusqu'à C30 (Doumenq et al., 2001) a 

montré la présence de quantités significatives d'acides gras portant un groupe méthyle en 

position 10 dans chaque culture. Ceci avait conduit les auteurs à proposer ces composés 

comme indicateurs de dégradation des hydrocarbures. Leur présence non systématique dans 

nos cultures ne corrobore pas cette proposition. 

 

 Les alcools constituent de 1,4 % (culture sur 10-Me-C19) à 10,7 % (culture sur ai-C19) 

des lipides "non liés"(Tableau III.10). Dans les cultures sur alcanes iso et antéiso, deux 

alcools primaires saturés provenant de l'oxydation des deux groupements méthyles terminaux 

(1 et ω) ont été identifiés, l'alcool dont le groupement hydroxyle est le plus éloigné de la 

ramification étant prédominant (Tableau III.9). Dans le cas des cultures sur alcanes antéiso, 

l'oxydation subterminale se produit des deux côtés donnant ainsi de faibles quantités (0,1 %) 

ou des traces d'alcools secondaires. Pour les cultures sur alcanes iso, une seule oxydation 

subterminale est possible à cause de la ramification méthyle empêchant l'oxydation sur un 

carbone tertiaire. L'alcool secondaire résultant est observé dans les cultures sur i-C19 et i-C20, 

représentant respectivement 0,2 et 0,4 % des lipides "non liés". Dans cette dernière culture, un 
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alcool primaire iso insaturé (ω9) à 19 atomes de carbone a été également identifié. La culture 

sur l'alcane ramifié en milieu de chaîne, 10-Me-C19, conduit uniquement à la formation de 

deux alcools en C19 en raison de la symétrie de la molécule. L'alcool primaire (10-Me-19:0, 1-

OH) produit par oxydation terminale représente 0,9 % des lipides "non liés", alors que l'alcool 

secondaire (10-Me-19:0, 2-OH) formé par oxydation subterminale n'a été détecté qu'à l'état de 

traces. Des quantités non négligeables d'alcools primaires normaux n-C12 – n-C22 sont 

également présentes. La présence de ces derniers composés indépendamment de 

l'hydrocarbure fourni aux bactéries montre que ce sont des produits provenant du métabolisme 

normal des bactéries (indépendamment de la nature de la source de carbone). 

Enfin, les lipides "non liés" contiennent pour une faible part (de 0,1 % à 3,6 %; 

Tableau III.10) des β-hydroxy acides dans leur très grande majorité directement dérivés des 

hydrocarbures fournis. Ainsi, parmi ces composés on peut citer les β-hydroxy acides i-17:0 

(3,1 %) et i-19:0 (0,5 %) dans la culture sur i-C19; i-16:0 (0,1 %), i-18:0 (1,0 %) et i-20:0 (0,2 

%) dans la culture sur i-C20 ; ai-15:0 (0,4 %), ai-17:0 (0,7 %) et ai-19:0 (0,5 %) dans la 

culture sur ai-C19 ; ai-18:0 (< 0,1 %) et ai-20:0 (0,1 %) dans la culture sur ai-C20 ; et, 6-Me-

15:0 (0,2 %), 8-Me-17:0 (0,1 %) et 10-Me-19:0 (0,2 %) dans le cas de la culture sur 10-Me-

C19 (Tableau III.9). Tous ces β-hydroxy acides ont la même parité que les hydrocarbures 

parents ce qui suggère comme nous le verrons plus loin l'intervention d'un mécanisme de β-

oxydation pour leur dégradation. Cependant, des β-hydroxy acides de parité différentes ont 

été retrouvés en faibles quantités, notamment dans le cas des cultures sur i-C20, ai-C19 et ai-

C20 (Tableau II.9). Pour la plupart, il ne proviennent pas d'une oxydation des hydrocarbures 

très minoritaires présents dans les alcanes fournis (Tableau III.1). Leur présence suggère 

l'intervention parallèle et minoritaire, d'une dégradation par α-oxydation. 
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Tableau III.9. Composition des lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur 
alcanes ramifiés. 
 
Lipides  i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
Acides gras saturés 
n-10:0 - 0,2 tr - - 
n-12:0 - 0,2 0,4 - tr 
i-12:0 - 0,1 - - - 
n-13:0 - 0,1 tr 0,1 - 
i-13:0 0,8 - - - - 
ai-13:0 - - 1,0 - - 
n-14:0 tr 0,2 0,4 0,2 0,6 
i-14:0 0.3 13,5 - - - 
ai-14:0 - - 0,3 5,9 tr 
4-Me-13:0 - - - - 2,8 
n-15:0 0,1 - 0,4 0,2 2,6 
i-15:0 16,2 2,5 - 0,1 tr 
ai-15:0 - 0,1 20,1 1,8 0,2 
8-Me-14:0  - - tr - 0,1 
n-16:0 2,3 1,1 2,9 2,4 9,7 
i-16:0 1,8 32,7 0,7 - tr 
ai-16:0 - - - 20,4 - 
6-Me-15:0  - - - - 6,9 
n-17:0 1,1 1,1 1,1 1,3 10,4 
i-17:0 27,1 1,4 - 0,7 tr 
ai-17:0 0,2 - 35,1 10,3 - 
10-Me-16:0  - 0,3 0,7 1,6 1,1 
5-Me-16:0  - - - - tr 
n-18:0 1,3 1,1 1,7 1,3 1,6 
i-18:0 0,6 9,2 - - - 
ai-18:0 - - tr 16,2 - 
10-Me-17:0  - - 0,2 - - 
8-Me-17:0  - - - - 23,5 
n-19:0 - - 0,1 0,2 0,1 
i-19:0 0,8 0,1 tr 0,1 - 
ai-19:0 - - 2,8 0,3 - 
10-Me-18:0  - - tr - 0,3 
3-Me-18:0  - - 0,4 - - 
2-Me-18:0 tr - - - - 
n-20:0 - - - - tr 
i-20:0 - 0,3 - - - 
ai-20:0 - - - 1,4 - 
10-Me-19:0  - - - - 2,2 
3Me-19:0  - - - 0,3 - 
2-Me-19:0  - 0,2 0,1 - - 
Acides gras insaturés 
n-14:1 ω9 - - - - 0,6 
n-14:1 ω7 - - - - 0,2 
ai-14:1 ω8 - - - tr 0,6 
n-15:1 ω8 - - - - 0,1 
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Lipides  i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
n-15:1 ω6 - - - 1,0 0,1 
n-15:1 ω4 - - - - tr 
n-16:1 ω9 1,5 0,8 0,8 0,9 2,0 
n-16:1 ω8 - - tr - - 
n-16:1 ω7 2,7 1,7 0,8 2,5 1,4 
n-16:1 ω6 - - tr - - 
n-16:1 ω5 - 0,3 0,7 - 0,1 
i-16:1 ω10 - 0,7 - - - 
i-16:1 ω8 - 1,2 tr - - 
i-16:1 ω6 - 1,2 tr - - 
ai-16:1 ω9 - - - 1.2 - 
ai-16:1 ω8 - - - 0,6 - 
ai-16:1 ω6 - - - 0,2 - 
n-17:1 ω10 - 0,7 0,6 - 9,5 
n-17:1 ω8 0,3 1,1 0,2 1,0 1,9 
n-17:1 ω6 - tr 0,4 tr - 
i-17:1 ω9 6,6 - - - - 
i-17:1 ω7 1,5 - - - - 
ai-17:1 ω9 - - - 0,5 - 
ai-17:1 ω7 - - 0,8 0,3 - 
ai-17:1 ω5 - - 0,1 - - 
n-18:1 ω9 17,4 11,2 8,8 16,2 16,1 
n-18:1 ω7 0,3 0,2 1,1 0,3 1,8 
n-18:1 ω5 0,2 tr 0,5 tr 0,1 
i-18:1 ω10 - 4,1 - - - 
i-18:1 ω8 - 2,8 - - - 
ai-18:1 ω9 - - - 1,4 - 
ai-18:1 ω8 - - - 2,1 - 
ai-18:1 ω6 - - - 0,1 - 
8-Me-17:1 ω8  - - - - 0,3 
n-19:1 ω10 - - - 0,4 tr 
n-19:1 ω8 - - - - 0,3 
i-19:1 ω9 2,4 0,8 - - - 
ai-19:1 ω9 - - 0,5 1,0 - 
ai-19:1 ω7 - - 0,6 tr - 
n-20:1 ω11 - 0,2 - - - 
n-20:1 ω9 0,6 0,1 0,1 - 0,1 
i-20:1 ω9 - 0,3 - - - 
i-20:1 ω8 - 0,2 - - - 
ai-20:1 - - - 0,7 - 
Acides gras cyclopropaniques 
17 ∇ ω7,8 - - 1,1 - - 
β-hydroxy acides 
n-11:0, OH - 0,2 - - tr 
n-12:0, OH - 0,2 tr tr tr 
n-13:0, OH - - - - tr 
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Lipides  i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
n-13:1ω8, OH - tr - - - 
n-14:0, OH - - - - 0,1 
ai-15:0, OH - - 0,4 - - 
i-16:0, OH - 0,1 - - - 
ai-16:0, OH - - tr - - 
6-Me-15:0, OH - - - - 0,2 
i-17:0, OH 3,5 - - - - 
ai-17:0, OH - - 0,7 tr - 
n-18:0, OH tr - - - - 
i-18:0, OH - 1,0 - - - 
ai-18:0, OH - - 0,1 tr - 
8-Me-17:0, OH - - -  0,1 
i-19:0, OH 0,6 0,1 - - - 
ai-19:0, OH - - 0,5 tr - 
i-20:0, OH - 0,2 - - - 
ai-20:0, OH - - - 0,1 - 
10-Me-19:0, OH - - - - 0,2 
Alcools      
n-12:0, 1-OH - 0,1 tr - tr 
n-14:0, 1-OH - 0,1 tr tr 0,2 
n-15:0, 1-OH - tr 0,1 - - 
ai-15:0, 1-OH - - 0,1 - - 
n-16:0, 1-OH 0,2 0,3 1,0 0,2 tr 
n-17:0, 1-OH 0,3 tr - - - 
n-18:0, 1-OH 0,2 0,1 0,1 - tr 
i-18:0, 1-OH - 0,1 - - - 
n-19:0, 1-OH - - - - 0,1 
i-19:0, 1-OH 5,9 - - - - 
i-19:1 ω9, 1-OH 1,7 - - - - 
i-19:0, 2-OH 0,2 - - - - 
ai-19:0, 1-OH - - 7,8 0,2 - 
ai-19:0, 2-OH - - 0,1 - - 
3-Me-18:0, 1-OH - - 1,3 - - 
3-Me-18:0, 2-OH - - 0,1 - - 
2-Me-18:0, 1-OH tr - - - - 
n-20 :0, 1-OH - - 0,1 - 0,2 
i-20:0, 1-OH - 2,1 - - - 
i-20:0, 2-OH - 0,4 - - - 
ai-20:0, 1-OH - - - 1,9 - 
ai-20:0, 2-OH - - - 0,1 - 
10-Me-19:0, 1-OH - - - - 0,9 
10-Me-19:0, 2-OH - - - - tr 
3-Me-19:0, 1-OH  - - - 1,0 - 
3-Me-19:0, 2-OH - - - 0,1 - 
2-Me-19:0, 1-OH  - 0,9 - - - 
n-22:0, 1-OH - 0,1 tr - - 

 
* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des 

produits identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment 
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significatifs en terme de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) 
représentent entre 0,5 % et 2,0 % des lipides totaux. 
 

 

Tableau III.10. Composition globale des lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus 
cultivée sur alcanes ramifiés. 
 

Source de carbone 
Classes de composés 

i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 

n-alcan-1-ols 0.7 0.7 1.3 0.2 0.5 
alcan-1-ols ramifiés 6.9 3.4 9.2 3.1 0.9 
alcan-2-ols ramifiés 0.2 0.4 0.2 0.2 tr 
Σ Alcools 7.8 4.5 10.7 3.5 1.4 
n-acides saturés 13.0 4.0 7.0 5.7 25.0 
n-acides insaturés 21.1 16.3 14.0 22.3 34.4 
acides ramifies saturés 43.6 60.4 61.4 59.1 37.2 
acides ramifies insaturés 9.6 11.3 2.0 8.1 0.9 
Σ acides 87.3 92.0 84.4 95.2 97.5 
Σ β-hydroxy acides 3.6 1.8 1.7 0.1 0.6 
Σ composés pairs 35.6 89.5 20.8 77.7 72.6 
Σ composés impairs 63.1 8.8 77.1 21.1 26.9 
Σ composés normaux 34.8 21.4 22.3 28.2 60.0 
Σ composes ramifiés 63.9 76.9 75.6 70.6 39.5 
∑ AG saturés 56.6 64.4 68.4 64.8 62.2 
∑ AG insaturés 30.7 27.6 16.0 30.4 35.3 
∑ AG n-C16 5.8 3.9 5.2 5.8 13.2 
∑ AG n-C17 1.3 2.9 2.3 2.3 21.8 
∑ AG n-C18 26.4 12.5 12.1 17.8 19.6 

 
AG: acides gras 
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VI.3. LIPIDES LABILES EN MILIEU BASIQUE 

 

 La composition des lipides obtenus par un traitement basique des biomasses 

bactériennes déjà extraites aux solvants est caractérisée par la dominance des β-hydroxy 

acides, excepté dans le cas de la culture sur 10-Me-C19. La somme des β-hydroxy acides varie 

de 47,9 % (culture sur 10-Me-C19) à 65,6 % (culture sur ai-C20) de cette fraction lipidique 

(Tableaux III.11 et 12) avec une forte contribution des n-β-hydroxy acides (> 90 %) de C10 à 

C14. Le β-hydroxy acide n-C12:0 est le composé prédominant dans cette série, constituent plus 

que 65 % des β-hydroxy acides (Tableau III.11). Les β-hydroxy acides ramifiés sont très 

minoritaires et parmi eux, ceux comportant plus de quatorze carbones ne sont présents qu'à 

l'état de trace. Une relation directe entre la structure de l'hydrocarbure ramifié et celle des β-

hydroxy acides se dégage dans la pluspart des cas. Cependant, les cultures sur les alcanes 

antéiso contiennent de faibles quantités de β-hydroxy acides iso, et la culture sur i-C20 

renferme des traces de β-hydroxy acides antéiso. Les β-hydroxy acides présents dans cette 

fraction sont essentiellement saturés: entre 82 % (culture sur ai-C19) et 96 % (culture sur 10-

Me-C19). Les β-méthoxy acides sont également présents dans cette fraction mais leur origine 

artéfactuelle a été déjà discutée. 

 La distribution des acides gras dans les lipides labiles en milieu basique varie 

considérablement en fonction de la structure de l'hydrocarbure. Les acides gras saturés 

prédominent dans toutes les cultures avec une grande contribution des composés ramifiés iso, 

antéiso et ramifiés en milieu de chaîne (approximativement 2/3 des acides gras saturés), selon 

la structure de l'alcane utilisé (Tableaux III.11 et III.12). Par contre, la distribution des acides 

gras insaturés est dominée par les composés normaux (n-C18:1ω9 et n-C14:1ω9; Tableau III.11). 

 Dans les deux fractions des lipides "non liés" et labiles en milieu basique de la culture 

sur ai-C19, de faibles quantités d'acide gras cyclopropane 17∇ω7,8 ont été détectées 

(respectivement 1,1 % et 0,3 %; Tableaux III.11 et III.12). Sa caractérisation a été effectuée 

par comparaison du spectre de masse avec celui d'un standard. 
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Tableau III.11. Composition des lipides labiles en milieu basique de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur alcanes ramifiés. 
 
Lipides i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
Acides gras saturés 
n-10:0 - 0,1 0,1 - - 
n-12:0 2,4 3,0 4,0 0,7 0,2 
n-13:0 - 0,5 0,4 0,3 - 
i-13:0 - 0,1 tr - - 
ai-13:0 - - 0,8 tr - 
3-Me-12:0  - - - - 2,0 
n-14:0 1,0 0,3 0,2 tr 0,1 
i-14:0 - 2,4 - 0,6 - 
ai-14:0 - - 0,1 6,3 - 
n-15:0 - - - 0,4 tr 
i-15:0 6,5 - - - - 
ai-15:0 - - 7,2 0,3 tr 
n-16:0 2,6 2,1 2,8 2,4 3,4 
i-16:0 0,9 8,3 0,1 - 0,2 
ai-16:0 - - - 2,9 - 
6-Me-15:0  - - - - 3,4 
n-17:0 0,4 0,5 0,4 0,6 4,9 
i-17:0 10,6 0,3 - 0,4 - 
ai-17:0 - - 13,6 2,7 - 
10-Me-16:0  - - - 0,2 - 
n-18:0 1,5 1,1 1,6 1,7 0,5 
i-18:0 - 1,8 - 0,1 - 
ai-18:0 - - - 2,8 - 
10-Me-17:0  - - 0,3 - - 
8-Me-17:0  - - - - 13,0 
i-19:0 0,2 - - - - 
ai-19:0 - - 0,5 0,2 - 
n-20:0 - tr 0,2 - - 
i-20:0 - tr - - - 
ai-20:0 - - - 0,6 - 
10-Me-19:0  - - - - 0,6 
Acides gras insaturés 
n-13:1 ω7 - - - 0,3 - 
n-13:1 ω4 - 0,5 - - - 
i-13:1 ω7 - 0,2 - - - 
3-Me-12:1 ω8  - - - - 1,8 
n-14:1 ω9 5,1 5,5 2,9 1,7 1,6 
n-14:1 ω7 - 0,1 1,4 - 0,8 
n-14:1 ω5 - tr tr - 0,1 
i-14:1 ω8 - tr - - - 
n-16:1 ω9 1,3 0,2 0,5 tr 0,6 
n-16:1 ω7 1,1 0,3 0,4 tr 0,2 
i-16:1 ω8 - tr - - - 
i-16:1 ω6 - 0.1 - - - 
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Lipides i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
ai-16:1 ω8 - - - 0,1 - 
ai-16:1 ω6 - - - tr - 
n-17:1 ω10 - 0,2 - - - 
n-17:1 ω9 - 0,3 - - - 
n-17:1 ω8 - - - tr 5,9 
i-17:1 ω7 2,3 - - - - 
ai-17:1 ω9 - - tr - - 
ai-17:1 ω7 - - tr - - 
n-18:1 ω9 6,4 3,9 3,4 5,1 9,2 
n-18:1 ω7 0,1 tr 1,3 0,1 - 
i-18:1 ω10 - 0,8 - - - 
i-18:1 ω8 - 0,5 - - - 
ai-18:1 ω8 - - - 0,5 - 
i-19:1 ω9 - 0,1 - - - 
ai-19:1 ω9 - - 0,3 - - 
ai-19:1 ω7 - - 0,1 - - 
Acides gras cyclopropaniques 
17 ∇ ω7,8 - - 0,3 - - 
β-hydroxy acids# 
n-10:0, OH 0,2 0,7 1,2 0,2 0,1 
n-11:0, OH 0,4 3,5 2,3 1,3 7,1 
ai-11:0, OH - - tr - - 
n-12:0, OH 50,6 44,5 36,5 53,7 31,8 
n-12:1ω7, OH 1,7 5,5 5,6 2,4 0,4 
i-12:0, OH - 0,1 - - - 
ai-12:0, OH - - - 0,6 - 
n-13:0, OH 0,3 2,1 1,4 1,8 5,6 
n-13:1ω8, OH 0,3 3,2 1,9 1,7 2,3 
n-13:1ω6, OH - tr 0,1 - - 
i-13:0, OH 0,6 tr 0,7 tr - 
ai-13:0, OH - tr 1,6 tr tr 
n-14:0, OH 0,2 0,4 0,3 0,5 0,1 
n-14:1ω9, OH 1,5 3,3 2,1 2,7 0,5 
n-14:1ω7, OH - 0,1 - - - 
n-14:1ω5, OH - tr - - - 
i-14:0, OH - tr tr tr - 
ai-14:0, OH - tr tr 0,7 - 
ai-15:0, OH - - 0,1 - - 
i-17:0, OH tr - - - - 
ai-17:0, OH - - tr - - 
i-19:0, OH tr - - - - 
ai-19:0, OH - - tr - - 
Alcools      
n-12:0, 1-OH - 0,3 tr - - 
n-14:0, 1-OH - 0,6 0,3 0,3 tr 
n-15:0, 1-OH - - 0,2 - - 
ai-15:0, 1-OH - - tr - - 
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Lipides i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
n-16:0, 1-OH 0,1 0,4 0,4 0,4 0,1 
n-18:0, 1-OH 0,1 0,1 0,3 0,1 0,1 
n-18:1ω9, 1-OH - - - - 1,2 
i-19:0, 1-OH 0,3 - - - - 
n-20:0, 1-OH - 0,1 0,1 - - 
i-20:0, 1-OH - 0,1 - - - 
2-Me-19:0, 1-OH - 0,1 - - - 
ai-20:0, 1-OH - - - 1,3 - 

 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement a celles 
des β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 
identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 1,2 % et 2,1 
% des lipides totaux. 
 

 

Tableau III.12. Composition globale des lipides labiles en milieu basique de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur alcanes ramifiés. 
 

Source de carbone 
Classes de composés 

i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 

Σ alcools 0,5 1,7 1,3 2,1 1,4 
n-acides saturés 7,9 7,6 9,7 6,1 9,1 
n-acides insaturés 14,0 11,0 9,9 7,2 18,4 
acides ramifies saturés 18,2 12,9 22,6 17,1 19,2 
acides ramifies insaturés 2,3 1,7 0,4 0,6 1,8 
Σ acides 42,4 33,2 42,6 31,0 48,5 
n-β-hydroxy acides 55,2 63,3 51,4 64,3 47,9 
β-hydroxy acides ramifiés 0,6 0,1 2,4 1,3 tr 
Σ β-hydroxy acides 55,8 63,4 53,8 65,6 47,9 
β-hydroxy 12:0* 90,7 70,2 67,8 81,9 66,4 
Σ composés normaux 77,3 83,4 72,3 78,4 76,8 
Σ composes ramifiés 21,4 14,9 25,7 20,3 21,0 
 Σ composés pairs 76,8 86,8 66,1 88,5 68,2 
Σ composés impairs 21,9 11,5 31,9 10,2 29,6 
∑ AG n-C16 5,0 2,6 3,7 2,4 4,2 
∑ AG n-C17 0,4 1,0 0,4 0,6 10,8 
∑ AG n-C18 8,0 5,0 6,3 6,9 9,7 

 
AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
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VI.4. LIPIDES LABILES EN MILIEU ACIDE 

 

 Comme dans le cas des cultures sur n-alcanes, les lipides labiles en milieu acide des 

cultures sur alcanes ramifiés sont caractérisés par une nette prédominance des β-hydroxy 

acides représentant de 78,1 % de cette fraction dans le cas de la culture sur ai-C20 à 93,4 % 

dans le cas de la culture sur i-C19 (Tableau III.14). Le composé le plus abondant est encore le 

β-hydroxy acide n-12:0 (Tableaux III.13 et III.14). Comme dans le cas des lipides labiles en 

milieu basique les β-hydroxy acides ramifiés sont présents en très faible quantité à l'exception 

de la culture sur ai-C19. Dans cette dernière les β-hydroxy acides antéiso contribuent pour 

12,7 % de cette fraction (avec notamment 11,9 % d'ai-β-13:0; Tableau III.13). Par contre, 

seule une faible quantité de β-hydroxy acides antéiso a été identifiée dans le cas de la culture 

sur ai-C20 (1,3 % ; Taleau III.13). Dans la culture sur 10-Me-C19, seules des traces de β-

hydroxy acides ramifiés ont été identifiés; les β-hydroxy acides n-11:0 et n-13:0 étant pour 

leur part des composés abondants (respectivement, 7,3 % et 12,4 % ; Tableau III.13). Les 

distributions des acides gras dans les lipides labiles en milieu acide sont quant à elles assez 

complexes et varient en fonction de l'hydrocarbure fourni (Tableau III.13). 
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Tableau III.13. Composition des lipides labiles en milieu acide de M. hydrocarbonoclasticus 
cultivée sur alcanes ramifiés. 
 
Lipides i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
Acides gras saturés  
n-10:0 - tr 0,1 - - 
n-12:0 - 0,3 0,8 5,4 - 
ai-12:0 - - - 0,4 - 
n-13:0 - - - 0,6 1,8 
ai-13:0 - - - 0,1 - 
n-14:0 2,3 0,1 tr tr 0,1 
i-14:0 - 0,2 - 1,0 - 
ai-14:0 - - - 3,0 - 
n-15:0 - - 0,1 0,1 0,2 
ai-15:0 - - 0,2 - - 
n-16:0 - 3,7 2,4 0,3 1,0 
i-16:0 - 0,2 - - - 
ai-16:0 - - - 1,8 - 
n-17:0 0,4 0,4 0,2 0,3 0,7 
i-17:0 0,4 tr - - - 
ai-17:0 - - 1,1 1,5 - 
10-Me-16:0  - - - 0,1 - 
n-18:0 0,2 2,0 2,2 0,2 tr 
i-18:0 - 0,3 - tr - 
ai-18:0 - - - 0,8 - 
n-19:0 - 0,1 - - - 
ai-19:0 - - - tr - 
n-20:0 - 0,2 - - - 
ai-20:0 - - - tr - 
Acides gras insaturés  
n-13:1 ω8 - - - 0,4 - 
n-14:1 ω9 - - - 1,8 - 
n-16:1 ω9 - 0,1 - 0,2 - 
n-16:1 ω7 - tr - 0,2 - 
ai-16:1 ω8 - - - 0,4 - 
ai-16:1 ω6 - - - 0,1 - 
n-17:1 ω8 - - - 0,1 - 
n-18:1 ω9 - 5,4 - 0,5 0,8 
n-18:1 ω7 - 0,1 - 0,3 tr 
n-18:1 ω5 - 0,2 - - - 
n-18:2 - 0,9 - - - 
i-18:1 ω10 - 0,1 - - - 
i-18:1 ω8 - tr - - - 
ai-18:1 ω8 - - - 0,3 - 
β-hydroxy acides# 
n-10:0, OH 0,5 1,0 0,2 0,6 - 
n-11:0, OH 0,7 4,3 1,7 2,8 7,3 
ai-11:0, OH - - 0,2 - - 
i-11:0, OH - tr - - - 
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Lipides i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 
n-12:0, OH 87,8 68,5 65,5 62,6 71,0 
n-12:1 ω7, OH 0,4 - tr 3,6 - 
i-12:0, OH - 1,1 0,1 - - 
ai-12:0, OH - - 0,2 0,7 - 
n-13:0, OH 0,7 5,0 4,6 2,0 12,4 
n-13:1 ω8, OH - - tr 2,0 - 
i-13:0, OH 1,9 0,2 3,0 tr - 
ai-13:0, OH - tr 11,9 tr tr 
n-14:0, OH 1,0 1,7 2,2 0,4 0,5 
n-14:1 ω9, OH 0,4 - 0,1 2,8 - 
i-14:0, OH - 0,1 tr tr - 
ai-14:0, OH - tr 0,2 0,6 - 
n-15:0, OH - tr tr - tr 
ai-15:0, OH - - 0,2 - - 
ai-17:0, OH - - tr - - 
i-19:0, OH tr - - - - 
ai-19:0, OH - - tr - - 
i-20:0, OH - tr - - - 
Alcools 
n-12:0, 1-OH - 0,1 0,2 - - 
n-14:0, 1-OH 0,1 0,1 0,1 0,1 - 
n-16:0, 1-OH 0,6 1,0 0,8 0,2 1,0 
n-18:0, 1-OH 0,4 0,6 0,6 0,1 0,6 
n-18:1, 1-OH - - - - 0,3 
ai-19:0, 1-OH - - 0,1 - - 
n-20:0, 1-OH - tr - 0,1 - 
i-20:0, 1-OH - 0,2 - - - 
ai-20:0, 1-OH - - - tr - 
2-Me-19:0, 1-OH - 0,1 - - - 
n-22:01-OH - 0,2 0,2 - - 

 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement a celles des β-
hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 
identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 0,7 % et 4,1 
% des lipides totaux. 
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Tableau III.14. Composition globale des lipides labiles en milieu acide de M. 
hydrocarbonoclasticus cultivée sur alcanes ramifiés. 
 

Source de carbone 
Classe de composé 

i-C19 i-C20 ai-C19 ai-C20 10-Me-C19 

Σ alcools 2,0 2,3 2,0 0,5 1,9 
n-acides saturés 2,9 6,8 5,8 6,9 3,8 
n-acides insaturés - 6,7 - 3,5 0,8 
acides ramifies saturés 0,4 0,7 1,3 8,7 - 
acides ramifies insaturés - 0,1 - 0,8 - 
Σ acides 3,3 14,3 7,1 19,9 4,6 
n-β-hydroxy acides 91,5 80,5 74,3 76,8 91,2 
β-hydroxy acides ramifiés 1,9 1,4 15,8 1,3 tr 
Σ β-hydroxy acids 93,4 81,9 90,1 78,1 91,2 
β-hydroxy 12:0* 94,0 83,6 72,7 80,2 77,9 
Σ composés pair  93,0 91,3 79,7 89,7 75,4 
Σ composés impair  4,8 7,2 17,5 8,8 22,3 
Σ composés normaux 96,2 96,0 86,3 83,9 96,3 
Σ composes ramifiés 1,6 2,5 12,9 14,6 1,4 

AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
 

VI. 5. CONCLUSIONS PARTIELLES SUR L'INFLUENCE DES ALCANES LINEAIRES 

 

VI.5.1. Influence de la parité des alcanes sur la composition lipidique 

 
 En considérant uniquement le nombre total d'atomes de carbone des alcanes utilisés 

sans tenir compte de l'absence ou de la présence de ramifications, il apparait que la 

composition lipidique dépend de la parité de l'alcane utilisé comme source de carbone. La 

distribution des lipides "non liés", qui représentent la partie lipidique la plus importante, 

montre que: 

 

* Les alcanes à nombre pair d'atomes de carbone (n-C20, i-C20, ai-C20 et 10-Me-C19) 

conduisent essentiellement à des lipides à nombre pair d'atomes de carbone. Inversement, les 

alcanes à nombre impair d'atomes de carbone (n-C19, n-C21, i-C19 et ai-C10) conduisent 

essentiellement à des lipides à nombre impair d'atomes de carbone (Tableaux III.4 et III.10). 

Ces résultats sont en accord avec les travaux de Doumenq et al. (2001) sur l'influence de la 

parité des n-alcanes sur la composition en acides gras de M. hydrocarbonoclasticus (souche 

617). Différentes études sur la dégradation des alcanes par des bactéries aérobies ont conduit 

au même résultat (Dunlap et Perry, 1967; Makula et Finnerty, 1968a; Hug et Fiechter, 1973; 

King et Perry, 1975; Rehm et Reiff, 1981). Parmi ces bactéries on peut citer: Pseudomonas 
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aeruginosa, Micrococcus cerificans, Acinetobacter sp et Mycobacterium vaccae. Des résultats 

similaires ont été également constatés chez des bactéries sulfato-réductrices (Desulfobacter 

sp., Desulfolobus sp. et Désulfovibrio desulfiricans) (Taylor et Parkes, 1983). Par contre, 

Aeckersberg et al. (1998) ont observé des résultats différents chez d'autres bactéries sulfato-

réductrices. En effet, chez ces dernières, les acides gras à nombre impair d'atomes de carbone 

sont dominants dans les cultures sur hexadécane et vice versa, les cultures sur heptadécane 

contiennent essentiellement des acides gras pairs. 

* Les cultures sur alcanes pairs sont caractérisées par la prédominance d'acides gras à 

16 et 18 atomes de carbone. Les acides gras saturés ont un maximum à 16:0 (n, i ou ai selon 

l'hydrocarbure) et les insaturés à n-18:1 quelque soit la structure de l'hydrocarbure. La culture 

sur 10-Me-C19 fait exception, avec l'acide 8-Me-17:0 prépondérant et les acides gras 17:0 sont 

plus abondants que les acides 16:0. L'utilisation d'alcanes à nombre impair d'atomes de 

carbone conduit à une diminution du pourcentage des acides gras à 16 et 18 atomes de 

carbone. Cette diminution est compensée par une augmentation des pourcentages des acides 

gras saturés et insaturés à 17 atomes de carbone, à l'exception des cultures sur i- et ai-C19 pour 

lesquelles les acides gras 18:1 sont les acides insaturés prédominants. Les Figures III.35 et 

III.36 montrent respectivement la distribution des acides gras saturés 16:0 et 17:0, et les 

acides gras insaturés 17:1 et 18:1 (sommes de tous les isomères) en fonction de la source de 

carbone. 
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Figure III.35. Abondance relative (%) des acides gras saturés à 16 et 17 atomes de carbone en 

fonction de l'alcane testé. 
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Figure III.36. Abondance relative (%) des acides gras insaturés à 17 et 18 atomes de carbone 

en fonction de l'alcane testé. 

 

 Les lipides labiles en milieu basique sont dominés par les acides gras normaux à 

nombre pair d'atomes de carbone en raison, en particulier, de la présence de grandes quantités 

de β-hydroxy acides n-12:0. La culture sur n-C19 est la seule où les acides impairs dominent la 

distribution lipidique (Tableau III.6). Les lipides labiles en milieu acide sont très faiblement 

influencés par la source de carbone. Ils contiennent essentiellement des composés normaux à 

nombre pair d'atomes de carbone et ce quelque soit la source de carbone (Tableaux III.8 et 

III.14). 

 

VI.5.2. Influence de la ramification des alcanes sur la composition lipidique 

 

 La distribution des lipides "non liés" se trouve fortement influencée par la position de 

la ramification méthyle sur la chaîne hydrocarbonée. Les cultures sur alcanes normaux 

conduisent essentiellement à des composés normaux. Ils constituent entre 94,6 % et 98,9 %: 

une partie des n-acides gras proviennent de l'oxydation de l'hydrocarbure fournit aux bactéries 

et l'autre partie est synthétisée à partir des unités C2 produites au cours de la dégradation. 

Inversement, dans les cultures sur alcanes ramifiés, les composés ramifiés sont majoritaires à 

l'exception de la culture sur 10-Me-C19 où les composés normaux constituent 60 % des lipides 

"non liés" (Tableaux III.4 et III.10). 
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 Les acides gras iso, antéiso, et ramifiés en milieu de chaîne sont surtout présents 

respectivement dans les cultures sur alcanes iso, antéiso et 10-Me-C19 (Figure III.37). Dans 

les cultures sur n-alcanes, seules de faibles quantités d'acides gras iso sont présents dans les 

cultures sur n-C19 et n-C21, alors qu'ils sont absents dans les cultures sur acétate d'ammonium 

et sur n-C20. 

 

Figure III.37. Abondance relative (%) des acides gras normaux et ramifiés dans les lipides 

"non liés" en fonction de l'alcane utilisé (*: acides provenant de l'oxydation du côté de la 

ramification et acides avec un groupement méthyle en milieu de chaîne). 

 

Dans les cultures sur hydrocarbures ramifiés, le pourcentage des acides gras insaturés 

(normaux + ramifiés) est plus faible que dans les cultures sur hydrocarbures normaux. Cette 

diminution s'accompagne d'une très forte augmentation des acides gras saturés ramifiés 

(Figure III.38). Cette redistribution au profit de ces acides pourrait être liée à l'homéoviscosité 

membranaire, phénomène permettant aux membranes de consever une certaine fluidité, en 

incorporant dans les lipides soit des acides à chaîne hydrocarbonée courte, soit des acides gras 

insaturés soit des acides gras ramifiés, acides gras ayant des points de fusion plus bas que 

ceux des acides gras normaux saturés. (Sinensky, 1974; Suutari et Laakso, 1994; 

Chattopadhyay et Jagannadham, 2003). 
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Figure III.38. Abondance relative (%) des acides gras insaturés (normaux + ramifiés) et des 

acides gras ramifiés saturés en fonction de la source de carbone. 

 

 La présence des acides gras ramifiés en position 10 (10-Me-16:0, 10-Me-17:0, 10-Me-

17:0 10-Me-18:0 et 10-Me-19:0) est aléatoire. Aucune relation entre la parité des alcanes et la 

présence de ces acides gras n'est possible à l'exception du 10-Me-19:0 qui est le produit de 

l'oxydation terminale du 10-Me-C19. L'acide gras 10-Me-16:0 est généralement considéré 

comme spécifique de Desulfobacter sp (Parkes et al., 1993 ; Guezennec et Fiala-Medioni, 

1996 ; Doumenq et al., 1999) il a été détecté dans toutes les cultures de M. 

hydrocarbonoclasticus (617) sur hydrocarbures (Doumenq et al., 2001). 

 

Les alcools sont présents dans les lipides "non liés" de toutes les cultures, leur 

distribution est très dépendante de la source de carbone. Cependant de faibles quantités 

d'alcools normaux (≤ C18) sont présentes dans toutes les cultures sur alcanes ramifiés. Les 

alcools ramifiés iso, antéiso et en milieu de chaîne sont présents respectivement dans les 

cultures sur les alcanes iso, antéiso et 10-Me-C19 (Figure III.39). Ces composés proviennent 

de l'oxydation primordiale en positions terminale et subterminale (si aucun groupe méthyle 

n'est présent à cette position) des alcanes correspondants. Quatre alcools ramifiés sont ainsi 

formés à partir des hydrocarbures anteiso, trois à partir des hydrocarbures iso et deux à partir 

du 10-Me-C19. 
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Figure III.39. Abondance relative (%) des alcools normaux et ramifiés dans les lipides "non 

liés" en fonction de l'alcane utilisé (*: alcools provenant de l'oxydation du côté de la 

ramification et alcools avec un groupement méthyle en milieu de chaîne). 

 

 Les β-hydroxy acides à longues chaînes sont présents en faibles quantités dans les 

lipides "non liés" des cultures sur hydrocarbures. Seuls ceux correspondant à une oxydation 

du côté le moins encombré de la chaîne hydrocarbonée ont pu être détectés. Ils sont 

accompagnés de deux à trois de leurs homologues inférieurs. 

 

VI.5.3. Voies de dégradation des alcanes linéaires par M. hydrocarbonoclasticus 

 

 Les distributions des composés présents dans les lipides "non liés" (Tableaux III.3 et 

III.9), c'est à dire membranaires et ceux provenant de la dégradation des hydrocarbures, 

fournissent des informations sur le métabolisme des alcanes linéaires chez M. 

hydrocarbonoclasticus. 

 En ce qui concerne les n-alcanes, il apparaît, comme cela été proposé (Lattuati et al., 

2002), que leur dégradation s'effectue essentiellement via une oxydation en alcools primaires, 

eux même oxydés vraisemblablement en aldéhydes (non détéctés ici), puis en acides, la 

dégradation se poursuivant via le cycle de β-oxydation classique (Figure III.40). Il est 

probable que les alcools secondaires résultant d'une oxydation subterminale, détectés en 
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faibles quantités, sont dégradés via une voie mineure, mettant en jeu les cétones 

correspondantes issues de leur oxydation, elles mêmes oxydées selon un processus de type 

Bayer-Villiger, en esters. Les alcools primaires qui en dérivent seraient à leurs tours oxydés 

en acides gras. Paraléllement, les séries insaturées pourraient provenir d'une désaturation des 

alcools, et des acides (Tableau III.3). Enfin les unités acétates formées dans le cycle de β-

oxydation sont paraléllement reprises dans la synthèse de novo des acides gras, conduisant à 

des acides à nombre de carbone essentiellement pair, ce recyclage intervenant dans le 

métabolisme de tous les alcanes étudiés ici. 
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Figure III.40. Voies métaboliques proposées pour la dégradation des n-alcanes chez M. 

hydrocarbonoclasticus (#: membranaires + ceux dérivés du métabolisme présents dans le 

cytoplasme). 

 

La Figure III.41 illustre le processus de dégradation des iso-alcanes chez M. 

hydrocarbonoclasticus. Les données analytiques (Tableau III.9) montrent que l'oxydation 

terminale du côté le moins encombré est favorisée, avec formation de l'alcool primaire et de 
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l'acide correspondant. Ce dernier pris dans un cycle de β-oxydations conduit à la série 

d'acides iso de même parité que l'iso-alcane de départ. L'oxydation subterminale du côté le 

moins encombré de l'iso-alcane conduit également, via une oxydation de type Bayer-Villiger, 

à un acide iso de même parité que l'alcane. La présence d'une série mineure iso de parité 

inverse, suggère l'intervention d'une α-oxydation des acides iso prépondérants. Enfin, l'alcool 

primaire terminal issu de l'oxydation de l'un des deux méthyles du groupe iso-propyle (voie 

mineure), serait oxydé en acide. Une β-oxydation de celui-ci conduirait à un acide gras 

normal à nombre impair d'atomes de carbone à partir d'un iso alcane pair (Figure III.41) et 

inversement à un acide gras normal à nombre pair d'atomes de carbone à partir d'un iso alcane 

impair. 

 

Dans le cas des antéiso alcanes, si l'oxydation terminale en alcool primaire puis en 

acide gras, pris ensuite dans un cycle de β-oxydation, est toujours la voie principale de 

dégradation, les processus sont pour ce type d'hydrocarbures, plus complexes (Figure III.42). 

Tout d'abord, si à partir d'un anteiso alcane à nombre de carbone impair, la série analogue 

d'acide à nombre pair d'atomes de carbone est très minoritaire, la situation inverse n'est pas 

observée à partir de l'anteiso alcane C20. Dans ce cas, l'acide anteiso 17:0 représente plus de 

10 % dans les lipides "non liés": sans être prépondérante comme la β-oxydation, l'α-

oxydation n'est pas dans ce cas une voie très mineure. Par ailleurs, dans le cas de l'anteiso-

alcane "impair", les oxydations terminale et subterminale du côté le plus encombré 

concourent vraisemblablement à la formation via des oxydations successives, de l'acide gras 

n-15:0. De ce point de vue, l'identification du n-pentadecan-1-ol, en faible quantité, suggère 

qu'il s'agirait d'un métabolite résultant d'une oxydation de type Bayer-Villiger. 

 

Enfin, pour ce qui concerne l'hydrocarbure ramifié en milieu de chaîne, le 10-méthyl-

nonadécane, son métabolisme s'effectue essentiellement via l'alcool primaire correspondant, 

oxydé en acide, lui même dégradé via un processus de β-oxydation. Comme cela est illustré 

sur la Figure III.43, la dégradation d'un métabolite intermédiaire, l'acide 2-méthyl-

undécanoïque, par perte d'unité C3, doit conduire à l'acide n-nonanoïque. Ce dernier pris dans 

un processus d'élongation classique par addition d'unité C2 conduirait à l'acide n-17:0, acide 

"impair" dont le taux élevé dans les lipides "non liés" (Tableau III.9), a priori, peut apparaître 

surprenant. Paralellement, les unité C2 libérées dans la dégradation seraient également reprises 

dans la synthèse de novo conduisant aux acides gras pairs (Figure III.43). 
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Figure III.41. Voies métaboliques proposées pour l'iso-icosane (i-C20) chez M. 

hydrocarbonoclasticus (ni les unités C2 issues des β-oxydations et de la réaction de Bayer-

Villiger, ni la synthèse de novo à partir de ces unités ne figurent sur ce schéma). 
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Figure III.42. Voies métaboliques proposées pour l'anteiso-nonadécane (ai-C19) chez M. 

hydrocarbonoclasticus (ni les unités C2 issues des β-oxydations et de la réaction de Bayer-

Villiger ni la synthèse de novo à partir de ces unités ne figurent sur ce schéma). 
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Figure III.43. Voies métaboliques proposées pour le 10-Me-nonadécane chez M. 

hydrocarbonoclasticus (ni les unités C2 issues des β-oxydations et de la réaction de Bayer-

Villiger ni la synthèse de novo à partir de ces unités ne figurent sur ce schéma). 
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VII. CULTURE DE M. HYDROCARBONOCLASTICUS SUR ALCENE: n-NONADEC-1-ENE. 

 

VII.1. IDENTIFICATION DES LIPIDES. 

 

 La principale différence que l'on note entre les distributions de lipides de M. 

hydrocarbonoclasticus cultivée sur alcène (Tableau III.15) et alcanes (Tableaux III.3, 5, 7, 9, 

11 et 13) concerne la plus grande abondance de composés insaturés, avec l'apparition de 

composés mono-insaturés en position ω1 et de composés di-insaturés comportant également 

une insaturation en position ω-1. Cette double liaison en ω1 témoigne de leur relation directe 

avec l'hydrocarbure parent. 

 Les Figures III.44, III.45 et III.46 présentent les spectres de masse et leurs 

interprétations de trois types de composés spécifiques de la culture sur alcène terminal. Le 

nondécan-1,2-diol a été identifié grâce à son spectre de masse présentant trois ions 

caractéristiques à m/z 429 (M-CH3), m/z 103 et m/z 341. Ces deux derniers correspondent aux 

deux ions obtenus par la rupture simple de la liaison entre les deux carbones porteurs des deux 

fonctions hydroxyles triméthylsilylées (Figure III.44). 

 

 
Figure III.44. Spectre de masse du dérivé di-TMS du nonadécan-1,2-diol. 
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 Un α-hydroxy acide en C19 a été également détecté. Pour sa caractérisation, 

nous avons utilisé la triméthylsilylation qui permet l'identification de ce type de composé 

grâce à ses ions spécifiques (Figure III.45). La Figure III.46 montre le spectre de masse de 

l'α-hydroxy acide n-19:0 présentant deux pics intenses à m/z 385 et m/z 341 correspondant 

respectivement à M-CH3 et M-59 obtenus par ruptures simples. 

 

R   CH2   CH CO2CH3

OSi(CH3)3

(CH3)3Si+ CHCO2CH3

O+Si(CH3)3

RCH2CHCO2CH3

(CH3)3SiO+
H

m/z 73 m/z 161

O=Si(CH3)2

(CH3)2SiO+=CH2ou

m/z 89

M-15

+OSi(CH3)3

RCH
M-59

m/z 103

CH2=CH   CH +OSi(CH3)3
m/z 129

+

CH2=O+Si(CH3)3

 
Figure III.45. Principaux ions fragments du spectre de masse des α-hydroxy methyl ester 

triméthylsilylé (Eglinton et Hunneman, 1968). 

 

 
 

Figure III.46. Spectre de masse du dérivé TMS de l'α-hydroxy acide n-C19:0 (méthyl ester). 
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 Par ailleurs, comme le montre la Figure III.47, l'analyse des spectres de masse des 

dérivés DMDS des composés di-insaturés a permis de localiser les deux doubles liaisons. 

 

 
 

Figure III.47. Spectre de masse du dérivé DMDS de l'ester méthylique de l'acide 17:2ω1,8. 

 

VII.2. LIPIDES "NON LIES" 

 

 L'analyse par CG et CG/MS/IE des lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus 

cultivée sur nonadéc-1-ène indique la présence prédominante d'acides gras de C14 à C19 

(Tableau III.15 et Figure III.48). Ils représentent plus de 90 % des lipides "non liés". Les 

acides gras mono-insaturés sont les plus abondants, ils représentent 54,5 % des lipides "non 

liés" suivis par les acides gras saturés et di-insaturés avec approximativement 20 % chacun 

(Figure III.49). L'analyse des dérivés DMDS des lipides "non liés" a montré que la double 

liaison se trouve essentiellement en ω1 dans les acides gras monoinsaturés à nombre impair 

d'atomes de carbone alors qu'elle est surtout en ω9 pour ceux à nombre pair d'atomes de 

carbone. 
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Figure III.48. Courant ionique total des lipides "non liés" de M.hydrocarbonoclasticus (dans 

la zone C13-C19) cultivée sur nonadéc-1-ène. 
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Lipides "non liés" 

 
 

Lipides labiles en milieu basique 

 
Lipides labiles en milieu acide 

 
Figure III.49. Distribution des différentes classes de composés dans les trois fractions de 

lipides de M.hydrocarbonoclasticus cultivée sur nonadéc-1-ène. 
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La présence des insaturations en ω1 et ω9 montre l'origine biosynthétique de ces 

composés: dans le premier cas les acides gras proviennent de l'oxydation de l'alcène par des 

mécanismes de β-oxydation alors que dans le deuxième cas ils sont les produits de la 

désaturation d'acides gras résultant de la synthèse de novo. Par contre, l'origine de l'acide n-

17:1ω2 (Tableau III.15) peut être expliquée par l'oxydation par la bactérie du nonadéc-2-ène 

présent en tant qu'impureté dans le nonadéc-1-ène fourni (Tableau III.1). De faibles quantités 

d'acides gras ω-insaturés à 14, 16 et 18 atomes de carbone (jusqu'à 0,1 % des lipides "non 

liés") ont été également observées. La présence de ces trois derniers composés suggère 

comme nous le verrons plus loin, la possibilité d'un mécanisme d'α-oxydation au niveau de la 

terminaison saturée du nonadéc-1-ène. 

 Les acides gras di-insaturés sont à nombre impair d'atomes de carbone de C15 à C19 

avec prédominance des acides gras 17:2 (67,8 % des acides gras di-insaturés), possédant une 

insaturation en ω1, la deuxième variant entre les position ω8 et ω10; l'acide di-insaturé 

prédominant est le n-17:2 ω1,8 (6,3 % des lipides "non liés"; Tableau III.15). Les acides gras 

saturés sont pour la plus grande part normaux à nombre pair d'atomes de carbone, avec un 

maximum à C16:0 (11,3 % ; Tableau III.15), seules une faible quantité d'acide i-C17:0 et des 

traces de i-C18:0 ont été détectées dans cette fraction. 

 

 Deux séries d'alcools, (a) saturés et uniquement primaires de n-C15 à n-C18, et (b) 

mono-insaturés en ω1, de n-C15 à n-C19, tous primaires à l'exception d'un alcool secondaire 

subterminal C19, ont été identifiés. De plus un alcool primaire en C19, di-insaturé dont les 

positions des insaturations n'ont pas pu être établies, et un alcool primaire 19:1ω2, ont été 

identifiés. Si l'origine des alcools C19 peut être reliée à l'oxydation des nonadéc-1-ène et –2-

ène, celles des autres alcools est plus problématique. 

 

L'extraction de l'ion chromatogramme m/z 175 des lipides "non liés" triméthylsilylés a 

permis la caractérisation de deux β-hydroxy acides normaux constituant chacun 0,2 % 

(Tableau III.15): un β-hydroxy acide ω-insaturé à 19 atomes de carbone (n-19:1ω1, β-OH) et 

un β-hydroxy acide saturé à 18 atomes de carbone (n-18:0, β-OH). Ces deux β-hydroxy 

acides pourraient être les produits de la β-oxydation des acides gras n-19:1ω1 et n-18:0, eux 

mêmes dérivant respectivement de l'oxydation du méthyle terminal et de l'insaturation du 

nonadéc-1-ène. 
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VII.3. LIPIDES LABILES EN MILIEU BASIQUE 

 

 Comme dans les cultures sur alcanes, les lipides liés par liaisons esters de la culture 

sur nonadéc-1-ène sont dominés par les n-β-hydroxy acides essentiellement de C10 à C14 

(Figure III.50) qui représentent 71,9 % (Figure III.49). Le β-hydroxy acide n-12:0 est le 

composé le plus abondant avec 50,6 % des lipides (plus de 70 % des β-hydroxy acides totaux 

; Tableau III.15 et Figure III.49). Cette fraction contient aussi des quantités importantes de β-

hydroxy acides insaturés en ω1 à nombre impair d'atomes de carbone (10,4 %) et en ω2 (5,0 

%). Ces derniers composés pourraient provenir de β-oxydations successives des acides gras 

insaturés en ω2; quant aux β-hydroxy acides insaturés en ω1, ils sont des métabolites de la 

dégradation du nonadéc-1-ène. Les acides gras saturés et mono-insaturés constituent 

respectivement 11,3 % et 14,2 % des lipides liés par liaisons esters (Figure III.49) alors que 

les acides gras di-insaturés sont des composés marginaux. Les principaux acides gras 

identifiés correspondent aux acides n-12:0, n-16:0, n-14:1ω9, n-17:1ω1 et n-18:1ω9 (Tableau 

III.15). Le 1,2-diol à 19 atomes de carbone est également présent dans cette fraction mais en 

quantité plus faible que celle trouvée dans les lipides "non liés". 

 

VII.4. LIPIDES LABILES EN MILIEU ACIDE 

 

 Les lipides labiles en milieu acide sont fortement dominés par les β-hydroxy acides 

qui représentent 92,8 % de cette fraction avec une forte contribution du β-hydroxy acide n-

12:0 (92,3 % des β-hydroxy acides totaux ; Figure III.49). La Figure III.51 montre le courant 

ionique total des lipides liés par liaisons amides de cette culture. Quelques n-β-hydroxy acides 

saturés et monoinsaturés à courtes chaînes sont aussi présents (10:0, 11:0, 13:0 et 13:1 ; 

Tableau III.9). Les acides gras saturés, présents en faibles quantités (4,6 %), sont 

essentiellement à nombre pair d'atomes de carbone alors que les acides gras insaturés sont 

pratiquement absents: seul le n-19:1ω9 a été détecté (0,1 %; Tableau III.9). 
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Figure III.50. Courant ionique total des lipides labiles en milieu basique de 

M.hydrocarbonoclasticus cultivée sur nonadéc-1-ène. 
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Figure III.51. Courant ionique total des lipides labiles en milieu acide de 

M.hydrocarbonoclasticus cultivée sur nonadec-1-ène. 
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Tableau III.15. Composition lipidique de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur n-nonadéc-1-
ene. 
Lipides "Non liés" Labiles en milieu 

basique 
Labiles en milieu 
acide 

Acides gras saturés 
n-10:0 - 0,3 - 
n-12:0 0,1 4,8 - 
n-13:0 0,1 0,1 - 
n-14:0 1,1 0,6 1,9 
n-15:0 2,0 - - 
n-16:0 11,3 4,5 0,8 
i-17:0 0,4 - - 
n-17:0 3,3 0,4 0,9 
n-18:0 1,0 0,5 0,7 
n-19:0 0,4 - - 
n-20:0 - 0,1 0,2 
Acides gras mono-insaturés 
n-11:1 ω1 - 0,1 - 
n-12:1 ω1 - tr - 
n-13:1 ω8 - 0,3 - 
n-13:1 ω2 - 0,9 - 
n-13:1 ω1 0,2 0,8 - 
n-14:1 ω9 0,2 3,3 - 
n-14:1 ω1 tr - - 
n-15:1 ω9 0,6 -  
n-15:1 ω6 1,7 - - 
n-15:1 ω2 - tr - 
n-15:1 ω1 7,8 tr  
n-16:1 ω9 3,5 0,4 - 
n-16:1 ω7 3,0 0,7 - 
n-16:1 ω5 0,2 - - 
n-16:1 ω1 tr - - 
n-17:1 ω8 1,9 0,3 - 
n-17:1 ω2 1,4 0,2 - 
n-17:1 ω1 18,7 3,4 - 
i-18:1 ω9 0,6 - - 
n-18:1 ω9 13,8 3,8 - 
n-18:1 ω1 0,1 tr - 
n-19:1 ω10 0,1 - - 
n-19:1 ω9 - - 0,1 
n-19:1 ω8 0,4 - - 
n-19:1 ω1 tr tr - 
n-20:1 ω9 0,3 - - 
Acides gras di-insaturés 
n-15:2 ω1,9 0,3 - - 
n-15:2 ω1,8 1,0 - - 
n-17:2 ω1,10 3,7 0,2 - 
n-17:2 ω1,9 3,9 - - 
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Lipides "Non liés" Labiles en milieu 
basique 

Labiles en milieu 
acide 

n-17:2 ω1,8 6,3 0,3 - 
n-19:2 ω1,10 2,4 - - 
n-19:2 ω1,9 1,7 - - 
n-19:2 ω1,8 0,6 - - 
n-19:2 0,6 0,2 - 
β-Hydroxy acides saturés# 
n-10:0, OH - 0,2 0,8 
n-11:0, OH - 2,1 2,6 
n-12:0, OH - 50,6 85,7 
n-13:0, OH - 1,1 3,1 
n-14:0, OH - 0,2 - 
n-18:0, OH 0,2 - - 
n-19:0, OH 0,1 - - 
β-Hydroxy acids insaturés# 
n-11:1 ω2, OH - 0,8 - 
n-12:1 ω8, OH - 0,6 - 
n-12:1 ω1, OH - 0,6 - 
n-13:1 ω8, OH - 0,5 - 
n-13:1 ω2, OH - 4,2 - 
n-13:1 ω1, OH - 10,1 0,2 
n-13:1, OH - - 0,4 
n-13:2, OH - 0,6 - 
n-17:1 ω1, OH - 0,3 - 
n-19:1 ω1, OH 0,2 - - 
α-Hydroxy acide 
n-19:0, OH tr - - 
Alcools saturés 
n-15:0, 1-OH 0,1 - - 
n-16:0, 1-OH 0,1 0,3 2,0 
n-17:0, 1-OH 0,2 - - 
n-18:0, 1-OH 0,1 0,1 0,2 
Alcools insaturés 
n-15:1 ω1, 1-OH tr - - 
n-17:1 ω1, 1-OH 0,1 - - 
n-19:1 ω1, 1-OH 1,1 0,1 - 
n-19:1 ω1, 2-OH tr - - 
n-19:1 ω2, 1-OH tr - - 
n-19:2, 1-OH 0,4 - - 
Diols 
19:0, 1, 2 dihydroxy 1,8 1,1 0,3 

 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement à celles des β-
hydroxy acides comportant le même nombre d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 
identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 0,0 % et 0,8 
% des lipides totaux. 
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VII.5. CONCLUSIONS PARTIELLES SUR LA DEGRADATION DU NONADEC-1-ENE 

 

VII.5.1. Influence sur la composition lipidique 

 

La composition lipidique de M. hydrocarbonoclasticus subit une forte modification 

lors de sa croissance sur nonadéc-1-ène. Par comparaison avec la culture sur acétate, les 

modifications majeures se trouvent essentiellement au niveau des lipides "non liés": 

apparition de composés mono-insaturés en ω1 et de composés di-insaturés (Tableaux III.3 et 

III.15), essentiellement à nombre impair d'atomes de carbone. La présence d'une série 

mineure, insaturée en position ω2 est liée à l'existence d'une impureté dans l'hydrocarbure 

commercial, le nonadéc-2-ène. Les lipides labiles en milieu basique se trouvent légèrement 

influencés par la croissance sur l'alcène: une augmentation des acides gras à courtes chaînes 

(n-12:0) et une notable contribution des acides mono-insaturés ω1 et di-insaturés. Par contre 

les lipides liés par liaisons amides ne sont pas sensibles au changement de la source de 

carbone. 

 

VII.5.2. Voies métaboliques du n-nonadéc-1-ène 

 

Les alcools et le diol identifiés dans les lipides "non liés" mettent clairement en 

évidence les voies métaboliques de la dégradation de l'alcène par M. hydrocarbonoclasticus 

(Figure III.52): 

 

i) oxydation du groupement méthyle terminal pour donner l'alcool primaire ω-

insaturé qui à son tour sera oxydé en acide n-19:1, les β-oxydations 

ultérieures conduisent aux composés de la série insaturée en ω1; 

ii) oxydation subterminale de la terminaison saturée de l'alcène conduisant à la 

formation d'un alcool secondaire ω-insaturé qui conduira à l'acide n-17:1ω1, 

via des oxydations successives, dont une oxydation de type Bayer-Villiger; 

iii) oxydation de la double liaison pour donner vraisemblablement un époxyde 

(non isolé), hydrolysé dans une deuxième étape en diol-1,2, oxydé ensuite en 

α-hydroxy acide et enfin en acide stéarique (n-18:0) par perte d'une molécule 

CO2 suivie d'une oxydation.  
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En considérant les abondances relatives des composés provenant de chaque voie 

métabolique, on peut conclure que l'oxydation du groupement méthyle terminal du nonadec-

1-ène est la voie majeure, en deuxième place vient l'attaque de la double liaison, l'oxydation 

subterminale étant par contre de moindre importance. Des études antérieures sur la 

dégradation des alcènes par les bactéries avaient établi l'existence de deux mécanismes de 

dégradation: soit attaque du groupement méthyle terminal soit de la double liaison (Stewart et 

al., 1960; Van der Linden, 1963; Huybregtse et Van der Linden, 1964; Schwartz et McCoy, 

1973; Vaz et al., 1998). Dans cette étude, nous montrons qu'une troisième voie d'attaque des 

oléfines terminales est également possible, l'importance de chaque voie métabolique étant 

dépendante de la souche bactérienne. 

 La distribution des acides issus de l'oxydation des alcools montre qu'ils sont dégradés 

préférentiellement selon un mécanisme de β-oxydation, et que l'α-oxydation est une voie 

mineure. En effet, les acides gras insaturés en ω1 et à nombre impair d'atomes de carbone 

dominent nettement ceux à nombre pair d'atomes de carbone. 
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Figure III.52. Voies métaboliques proposées pour le nonadéc-1-ène chez M. 

hydrocarbonoclasticus. 
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VIII. CULTURES DE M. HYDROCARBONOCLASTICUS SUR CYCLOHEXYL- ET 

PHENYL-ALCANES 

 

VIII.1. IDENTIFICATION DES LIPIDES  

 

 Comme on pouvait s'y attendre, la souche de Marinobacter cultivée sur 

cyclohexyltridécane, phényldodécane et phényltridécane produit à côté des lipides acycliques, 

des lipides dont les structures ont un lien direct avec celle de l'hydrocarbure fourni: elles 

comportent soit un noyau cyclohexanique soit un noyau benzénique. Les Figures III.53 et 

III.54 présentent les spectres de masse et leurs interprétations de deux alcools primaires. La 

Figure III.55 montre le spectre de masse d'un alcool secondaire en position subterminale. 

Les spectres de masse des alcools primaires présentent les mêmes ions caractéristiques 

[(M-CH3)+ et (CH3)2Si=+OH) à m/z 75] que les alcools normaux primaires, avec la présence 

des ions à m/z 91 et m/z 83 respectivement dans les alcools provenant des phénylalcanes et du 

cyclohexyltridécane (Figure III.53 et III.54). 

 

 

 
 

Figure III.53. Spectre de masse (IE) du dérivé TMS du phényldodécan-1-ol. 

 

[M – HOSiMe3]+ 
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Figure III.54. Spectre de masse (IE) du dérivé TMS du cyclohexyltridécan-1-ol. 

 

 La Figure III.55 montre le spectre de masse de l'alcool secondaire phényldodécan-2-ol. 

L'ion le plus abondant correspond à m/z 117 [CH3CHOSi(CH3)3]+. Trois autres ions 

caractéristiques à m/z 91, m/z 75 et m/z 73 correspondent respectivement aux ions tropylium, 

[(CH3)2Si=OH]+ et [(CH3)3Si]+. L'ion fragment [M-CH3]+ à m/z 339 est aussi observé. 

 

Les acides gras phénylalcanoïques sont identifiables grâce à leurs spectres de masse 

possédant un ion très intense à m/z 91, qui correspond à l'ion tropylium très stable. La Figure 

III.56 montre le spectre de masse (IE) de l'acide phényldodécanoique. L'ion moléculaire [M+.] 

est détecté en faible abondance à m/z 290. Les pics observés à m/z 74, m/z 87 et m/z 199, sont 

obtenus par les mêmes mécanismes de réarrangement que les acides gras normaux et sont 

communs à tous les acides phénylalcanoïques. Un autre ion abondant du spectre à m/z 258 

correspond à [M – CH3OH]+. 

 

 

 

[M – Me]+ 

[M – HOSiMe3]+ 
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Figure III.55. Spectre de masse (IE) du dérivé TMS du phényldodécan-2-ol. 

 

 
 

Figure III.56. Spectre de masse (IE) de l'ester méthylique de l'acide phényldodécanoïque. 

 

[M – HOSiMe3] 
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 La spectrométrie de masse (IE) des acides gras cyclohexylalcanoïques conduit à la 

formation d'ions identiques à ceux issus des acides gras normaux saturés, à savoir les ions à 

m/z 74, m/z 87, m/z 143, m/z 199, [(M-31)+] et [(M-43)+]. Un ion caractéristique de ces 

composés est l'ion m/z 83 obtenu par une rupture simple entre le premier carbone de la chaîne 

alkyle et le cyclohexyle. La Figure III.57 montre le spectre de masse de l'acide 

cyclohexylalcanoïque le plus abondant dans les lipides "non liés" de la culture sur 

cyclohéxyltridécane: l'acide cyclohexylundécanoïque. 

 

 

 
 

Figure III.57. Spectre de masse (IE) de l'ester méthylique de l'acide cyclohexylundécanoïque. 

 

Les spectres de masse des β-hydroxy acides cyclohexyl-et phényl-alcanoïques 

montrent des ions fragments à m/z 175 et [M-Me]+. Pour les β-hydroxy acides 

phénylalcanoiques l'ion tropylium correspond au pic le plus intense grâce à sa grande stabilité 

(Figure III.58, spectre de masse du dérivé TMS du β-hydroxy acide phényldodécanoïque, 

méthyl ester) alors que pour les β-hydroxy acides cyclohexylalcanoïques, l'ion caractéristique 

à m/z 83 est toujours présent mais de faible intensité (Figure III.59, spectre de masse du dérivé 

TMS du β-hydroxy acide cyclohexyltridécanoïque, méthyl ester). 
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Figure III.58. Spectre de masse du dérivé TMS du β-hydroxy acide phényldodécanoïque, 

méthyl ester. 

 

 

 
 

Figure III.59. Spectre de masse du dérivé TMS du β-hydroxy acide cyclohexyltridécanoïque, 

méthyl ester. 

 

(M-CH3)+ 
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VIII.2. LIPIDES "NON LIES" 

 

 Les lipides "non liés" des trois cultures sont caractérisés par la prédominance des 

acides gras normaux, essentiellement à 16 et 18 atomes de carbone, représentant de 53 à 68 % 

des lipides "non liés" selon les cultures. Parmi ceux-ci les acides insaturés sont prépondérants 

représentant approximativement 40 % des lipides "non liés" dans chaque culture (Figure 

III.60). L'analyse par CG/SM des dérivés DMDS a montré que la position de l'insaturation 

varie entre les positions ω5 et ω9, la contribution de l'acide oléique étant importante dans tous 

les cas (de 29,6 % à 34,2 % des lipides "non liés" ; 72 % à 87,6 % des acides gras insaturés). 

Le seul acide gras insaturé à nombre impair d'atomes de carbone détecté est le n-19:1ω8, 

constituant 0,4 % des lipides "non liés" de la culture sur phényltridécane (Tableau III.16). La 

distribution des acides gras saturés est caractérisée par la prédominance des composés à 

nombre pair d'atomes de carbone avec un maximum à n-16:0 (acide palmitique) et une très 

faible contribution des produits ramifiés iso et antéiso dans les lipides "non liés" des cultures 

sur cyclohexyl- (3,1 %) et phenyl-tridécane (1,6 %). Après les acides classiques, les acides 

comportant un groupe cyclohexyle ou phényle selon l'hydrocarbure fourni aux bactéries, 

constituent une part importante des lipides "non liés" (Figure III.60). La longueur des chaînes 

alkyles de ces acides varie de C9 à C13 dans les cultures sur cyclohexyltridécane et 

phényltridécane, et de C8 à C14 pour la culture sur phenyldodécane (Tableaux III.16 et III.17). 

Les acides gras "cycliques" dominants possèdent respectivement des longueurs de chaînes 

alkyles C11, C13 et C12 (Tableau III.16 et III.17). Les chaînes alkyles des acides "cycliques" 

sont essentiellement de même parité que les hydrocarbures. 

 La détection de l'acide phényltétradécanoïque dans les lipides "non liés" de la culture 

sur phényldodécane suggère l'intervention d'un mécanisme d'élongation de la chaîne alkyle 

par incorporation d'une unité C2. Cette suggestion est basée sur le fait que le phényldodécane 

ne contient aucune trace de phényltétradécane.  
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Culture sur cyclohexyltridécane 

 
 

Culture sur phényldodécane 

 
 

Culture sur phényltridécane 

 
Figure III.60. Abondances relatives (%) des différentes classes de lipides "non liés" de M. 

hydrocarbonoclasticus cultivée sur cyclohexyltridécane et phénylalcanes. 
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Les alcools présents dans les lipides "non liés", représentant de 1,1 % des lipides "non 

liés" (culture sur cyclohexyltridécane) à 8,1 % (culture sur phénydodécane) sont caractérisés 

par une forte prédominance (> 70 %) de l'alcool primaire provenant de l'oxydation du 

groupement méthyle terminal de la chaîne alkyle de l'hydrocarbure (Tableau III.16 et III.17). 

Les alcools secondaires, produits de l'oxydation subterminale des hydrocarbures sont présents 

dans les cultures sur phénylalcanes, mais en faibles quantités par rapport à leur homologues 

primaires. Dans la culture sur tridecylcyclohéxane, l'alcool secondaire n'a pas été détecté. 

 

Les β-hydroxy acides présents dans les lipides "non liés" sont essentiellement des 

métabolites de la dégradation des hydrocarbures suivant un mécanisme de β-oxydation. Ces 

composés se trouvent en faibles quantités dans la culture sur cyclohexyltridécane (0,2 % ; 

Taleau III.17) alors qu'ils sont un peu plus abondants dans le cas des cultures sur 

phénylalcanes (0,5 % et 0,7 % respectivement dans les cultures sur phényldodécane et 

phényltridécane ; Tableau III.16). Le seul β-hydroxy acide linéaire identifié dans les lipides 

"non liés" est le n-12:0 décelé dans la culture sur cyclohexyltridécane. 

 

VIII.3. LIPIDES LABILES EN MILIEU BASIQUE 

 

 La distribution des lipides labiles en milieu basique de M. hydrocarbonoclasticus est 

caractérisée par la prépondérance des β-hydroxy acides: 64,9 % des lipides de cette fraction 

dans le cas de la culture sur cyclohexyltridécane et de l'ordre de 48 % dans les cultures sur 

phénylalcanes (Figure III.61). Dans tous ces extraits, les n-β-hydroxy acides sont les 

composés dominants et parmi eux le β-n-12:0 (représentent plus de 95 % des β-hydroxy 

acides; Figure III.61 et Tableaux III.16 et III.17). Deux β-hydroxy acides provenant de la 

dégradation des hydrocarbures et portant une chaîne alkyle C7 et C6 ont été observés (0,1 % 

dans le cas du cyclohexyltridécane; Tableau III.17). Les acides gras saturés sont 

essentiellement normaux à nombre pair d'atomes de carbone, ils constituent 

approximativement 30 % dans les cultures sur phénylalcanes et uniquement 17,7 % pour la 

culture sur cyclohexyltridécane. Le composé majoritaire est l'acide laurique (12-16 % des 

lipides labiles en milieu basique, Tableaux III.16 et III.17) suivi par l'acide palmitique, dans 

les trois cultures. Les acides gras insaturés de C14:1 à C18:1 ont été également observés dans les 

trois cultures, ils représentent de 12 à 15 % des lipides de cette fraction (Figure III.61), l'acide 

n-14:1ω9 étant le plus abondant dans tous les cas. 
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Culture sur cyclohexyltridécane 

 
Culture sur phényldodécane 

 
Culture sur phényltridécane 

 
 

Figure III.61. Abondances relatives (%) des différentes classes de lipides labiles en milieu 

basique de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur cyclohexyltridécane et phénylalcanes. 
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 Les acides cyclohexyl- et phényl-alcanoïques sont moins abondants que dans les 

fractions lipides "non liés". Leurs distributions respectives sont cependant assez proches de 

celles trouvées dans les lipides "non liés". 

 

VIII.4. LIPIDES LABILES EN MILIEU ACIDE 

 

 Les lipides labiles en milieu acide des trois cultures sur phénylalcanes et 

cyclohexyltridécane possèdent des distributions assez semblables à celles trouvées dans le cas 

des cultures sur les hydrocarbures linéaires. Ces lipides sont caractérisés par la prédominance 

des β-hydroxy acides de n-C10 à n-C14: ils constituent de 54 % (culture sur phényltridécane) à 

91,1 % de cette fraction (culture sur cyclohexyltridécane), avec le n-12:0 fortement dominant 

(Figure III.62 et Tableaux III.16 et III.17). Des homologues supérieurs (C13 et C14) et 

inférieurs (C10 et C11) ont été identifiés, ils sont tous en faible abondance. En plus des β-

hydroxy acides normaux, le β-hydroxy acide cyclohexylheptanoïque a été également identifié 

dans les lipides labiles en milieu basique dans la culture sur cyclohexyltridécane. Par contre 

aucun β-hydroxy acide provenant de la dégradation des phénylalcanes n'a été détecté. Les 

acides gras identifiés dans cette troisième fraction sont relativement plus abondants dans la 

culture sur phényltridécane comparés aux cultures sur phényldodécane et 

cyclohexyltridécane. Ils représentent respectivement 32,1 %, 8,8 % et 4,5 %. Ces composés 

correspondent surtout aux acides gras normaux, saturés et insaturés. Ils sont caractérisés par 

un maximum à n-16:0 et n-18:1 et par la présence d'une forte dominance paire (Figure III.62 

et Tableaux III.16 et III.17). Enfin, les alcools ont été détectés en faibles quantités: de 0,4 % 

de la fraction pour la culture sur phényldodécane à 5,2 % pour la culture sur phényltridécane. 

Pour cette dernière culture, le phényltridécanol représente 1,3 % de la fraction (Tableau 

III.16); par contre aucun alcool "cyclique" n'a été détecté dans les deux autres cultures. 
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Culture sur cyclohexyltridécane 

 
Culture sur phényldodécane 

 
Culture sur phényltridécane 

 
 

Figure III.62. Abondances relatives (%) des différentes classes de lipides labiles en milieu 

acide de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur cyclohexyltridécane et phénylalcanes.
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Tableau III.16. Composition lipidique de M.hydrocarbonoclasticus cultivée sur phényldodécane et sur phényltridécane. 
Phényldodécane Phényltridécane  

Lipides "Non liés" Labiles en milieu 
basique 

Labiles en milieu 
acide 

"Non liés" Labiles en milieu 
basique 

Labiles en milieu 
acide 

Acides gras saturés 
n-8:0 - 0,6 - 0,2 - - 
n-9:0 - 0,2 - - - - 
n-10:0 - 3,4 - - 0,8 - 
n-11:0 - 0,1 - - 0,1 - 
n-12:0 - 15,9 0,7 0,1 12,6 0,4 
n-13:0 - 0,3 0,3 - 0,3 0,5 
n-14:0 0,1 0,4 0,6 1,0 5,1 0,8 
n-15:0 0,4 tr 0,2 0,1 0,4 0,8 
i-15:0 - - - 0,2 0,3 0,2 
ai-15:0 - - - 1,1 - - 
n-16:0 16,4 6,8 2,6 16,6 4,3 6,5 
i-16:0 - - - 0,5 - - 
n-17:0 1,1 - 0,3 0,2 0,3 1,1 
i-17:0 - - - 1,3 - - 
n-18:0 5,6 1,8 1,2 6,1 2,3 4,9 
n-19:0 0,5 - 0,3 - 0,3 0,5 
n-20:0 - - 0,2 1,5 0,4 1,0 
Acides gras insaturés 
n-12:1 - 0,2 - - - - 
n-14:1 ω9 - 7,3 - - 6,4 - 
n-14:1 ω7 - 0,2 - - 0,4  
n-14:1 ω5 - - - - tr  
n-16:1 ω9 2,8 1,0 0,1 2,6 1,0 1,0 
n-16:1 ω7 0,6 0,2 1,0 1,6 0,4 1,5 
n-17:1 - - - - tr - 
n-18:1 ω9 29,6 6,2 0,1 34,2 6,2 6,0 
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Lipides Phényldodécane Phényltridécane 
n-18:1 ω7 6,7 0,1 0,3 - - 0,2 
n-18:1 ω5 0,3 - - 0,2 0,1 - 
n-19:1 ω8 - - - 0,4  - 0,2 
n-20:1 ω9 1,0 - - - - - 
n-21:1 - - - - - 0,3 
Acides gras phénylalcanoïques 
Ph-6:0 - 0,4 - - - - 
Ph-8:0 0,2 0,2 - - - - 
Ph-9:0 - - - 0,1 4,3 - 
Ph-10:0 6,5 0,8 - 0,2 - - 
Ph-11:0 - - - 9,3 0,7 - 
Ph-12:0 17,1 3,0 0,1 - tr - 
Ph-13:0 tr - - 12,9 0,9 2,9 
Ph-14:0 1,5 0,2 - - - - 
Ph-13:1 - - - 0,7 - - 
β-hydroxy acides# 
n-10:0, OH - - 0,4 - 0,5 0,1 
n-11:0, OH - - 1,8 - 0,2 0,1 
n-12:0, OH - 48,1 84,7 - 46,5 53,4 
n-12:1, OH - - - - 0,2 - 
n-13:0, OH - - 0,4 - 0,4 0,1 
n-14:0, OH - - - - - 0,1 
n-14:0, OH - - - - - 0,2 
Acides β-hydroxy phénylalcanoïques 
Ph-8:0, OH 0,3 0,2 - - - - 
Ph-10:0, OH 0,1 0,1 - - - - 
Ph-11:0, OH - - - 0,2 - - 
Ph-12:0, OH 0,1 tr - - - - 
Ph-13:0, OH - - - 0,5 tr - 
Alcools 
n-14:0, 1-OH 0,1 tr - 0,1 0,1 0,2 
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Lipides Phényldodécane Phényltridécane 
n-15:0, 1-OH - - - - 0,1 - 
n-16:0, 1-OH 0,1 0,2 0,2 0,4 0,4 1,7 
n-18:0, 1-OH 0,2 0,1 0,2 0,5 0,3 2,0 
n-19:0, 1-OH - - - - 0,1 - 
Ph-12:0, 2-OH 1,0 - - - - - 
Ph-13:0, 2-OH - - - tr - - 
Ph-12:0, 1-OH 6,7 0,2 - - - - 
Ph-13:0, 1-OH - - - 6,6 tr 1,3 
 
Ph: acide phénylalcanoïque 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement à celles des β-hydroxy acides comportant le 
même nombre d'atomes de carbone, à partir desquels sont ils dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits identifiés (mais non répertoriés dans ce 

tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur 

ces lipides) représentant entre 0,4 % et 5,7 % des lipides totaux. 
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Tableau III.17. Composition lipidique de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur 
cyclohexyltridécane. 
 
Lipids "non liés Labiles en milieu 

basique 
Labiles en milieu 
acide 

Acides gras saturés 
n-10:0 - 0,3 - 
n-12:0 - 12,8 - 
n-13:0 - 0,1 - 
n-14:0 0,1 0,3 - 
i-15:0 - 0,4 - 
n-15:0 0,1 0,2 - 
n-16:0 6,5 2,7 2,3 
i-17:0 1,6 - - 
n-17:0 0,5 0,2 0,2 
i-18:0 - 0,1 - 
n-18:0 3,8 0,4 1,1 
i-19:0 - 0,1 - 
n-19:0 0,3 0,1 - 
n-20:0 - - 0,1 
Acides gras insaturés 
n-14:1 ω9 - 10,4 - 
n-16:1 ω9 2,2 0,2 - 
n-16:1 ω7 2,9 0,1 - 
n-16:1 ω5 0,1 0,1 - 
n-18:1 ω9 33,0 1,0 0,2 
n-18:1 ω7 2,2 0,1 0,2 
n-18:1 ω5 0,1 - - 
Acides cyclohexylalcanoïques 
6:0 - 0,2 - 
7:0 - 0,1 - 
9:0 2,2 0,5 - 
10:0 0,2 tr - 
11:0 35,3 3,1 - 
12:0 0,1 tr - 
13:0 6,6 1,2 - 
13:1 0,2 - - 
β-hydroxy acides# 
n-10:0, OH - 0,6 - 
n-11:0, OH - 0,3 - 
n-12:0, OH 0,1 62,0 88,0 
n-12:1, OH - 1,4 - 
n-13:0, OH - 0,1 0,5 
n-13:1, OH - 0,1 1,3 
n-14:0, OH - - 1,3 
n-14:1, OH - 0,4 - 
Cycl 11:0, OH 0,2 - - 
Cycl 13:0, OH tr - - 
Alcools 
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Lipids "non liés" Labiles en milieu 
basique 

Labiles en milieu 
acide 

n-16:0 0,2 0,1 0,5 
n-18:0 0,1 0,1 0,2 
Cycl 13:0, 1-OH 0,8 0,1 - 

 
Cycl: acide cyclohexylalcanoïque 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement à celles des β-
hydroxy acides comportant le même nombre d'atomes de carbone, à partir desquels ils sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits 
identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme 
de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentent entre 0,5 % et 3,8 
% des lipides totaux. 
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VIII.5. CONCLUSION PARTIELLE SUR LA DEGRADATION DES 

HYDROCARBURES CYCLIQUES PAR M. hydrocarbonoclasticus 

 

 M. hydrocarbonoclasticus est capable de croître sur trois des hydrocarbures cycliques 

testés. Comme il a été mentionné au début de ce chapitre, le cyclohexyldodécane n'a pas 

assuré la croissance de la bactérie. En effet, la dégradation des cyclohexylalcanes à nombre 

pair d'atomes de carbone est plus difficile que celle de leurs homologues comportant des 

chaînes alkyles impaires (Fieberge et al., 1980; Rontani et Bonin, 1992). Les organismes 

capables de croître sur le cyclohexyldodécane comme source unique de carbone accumulent 

l'acide cyclohexylacétique dans le milieu de culture (Beam et Perry, 1974a). Cet acide est très 

récalcitrant à la biodégradation (Davis et Raymond, 1961 ; Beam et Perry, 1974a) à cause de 

la position du groupement carboxylique par rapport au cycle, qui bloque la β-oxydation. 

L'assimilation de ce composé nécessite l'intervention de mécanismes particuliers tels que l'α-

oxydation et l'aromatisation (en passant par l'acide para-hydroxylphénylacétique) (Rontani et 

Bonin, 1992). En général, la minéralisation complète des cyclohexylalcanes portant des 

chaînes alkyles à nombre pair d'atomes de carbone nécessite l'intervention de plusieurs 

espèces bactériennes (Beam et Perry, 1974b ; Feinberg et al., 1980). Néanmoins, l'absence de 

croissance de M. hydrocarbonoclasticus sur cyclohexyldocécane, ne peut s'expliquer 

seulement par des difficultés à dégrader l'acide cyclohexylacétique. Les unités acétates issues 

des β-oxydations situées an avant de cet acide auraient dû assurer la croissance de la bactérie. 

En effet, il apparaît que cette bactérie effectue une dégradation essentiellement partielle des 

phénylalcanes et du cyclohexyltridécane: juste assez pour assurer sa croissance. L'absence de 

croissance sur l'éthylbenzène et sur le propylbenzène (Tableau III.1) confirme cette 

hypothèse. Dans le cas du cyclohexyltridécane, le métabolite le plus léger détecté est l'acide 

cyclohexylhexanoïque, ce qui a été observé chez plusieurs bactéries (Trudgill, 1984; Beam et 

Perry, 1974a; Dutta et Harayama, 2001). 

 

VIII.5.1. Influence des cyclohexyl- et phényl-alcanes sur la composition en acides gras de 

M. hydrocarbonoclasticus 

 

 Les lipides "non liés" de M. hydrocarbonoclasticus sont fortement influencés par la 

croissance des cellules sur hydrocarbures cycliques par rapport à la culture sur l'acétate 

d'ammonium. La principale différence réside essentiellement dans la présence d'acides 
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phényl- ou cyclohexyl-alcanoïques. Les unités C2 libérées lors de la dégradation de ces 

hydrocarbures sont par la suite utilisées pour la synthèse de novo des acides gras, 

essentiellement normaux à nombre pair d'atomes de carbone, saturés et insaturés. Les acides 

gras à 16 et 18 atomes de carbone sont les composés les plus abondants. La position ω9 des 

acides gras insaturés se trouve privilégiée. Les acides gras normaux impairs ou ramifiés sont 

des composés très minoritaires. La distribution de ces acides gras (normaux et ramifiés) est 

proche de celle trouvée dans les lipides "non liés" de la culture sur acétate d'ammonium 

(Figure III.63). 

 

 

Figure III.63. Comparaison des distributions des acides gras normaux pairs (saturés et 

insaturés), impairs et ramifiés présents dans les lipides "non liés" des cultures sur acétate, 

cyclohexyltridécane et phénylalcanes 

 

 Les acides gras et les β-hydroxy acides des lipides labiles en milieu basique présentent 

des distributions similaires à celles observées dans le cas de la culture sur acétate 

d'ammonium. Dans ces fractions, les métabolites de dégradation sont moins abondants que 

dans les lipides "non liés" et ne constituent pas des composés prédominants. Les lipides 

labiles en milieu acide sont les moins influencés par la source de carbone, l'acide n-β-hydroxy 

12:0 est toujours très dominant. 
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VIII.5.2. Voies métaboliques des cyclohexyl- et phényl-alcanes 

 

La dégradation des phénylalcanes et du cyclohexyltridécane par M. 

hydrocarbonoclasticus s'effectue de la même façon que celle des alcanes linéaires. 

L'oxydation initiale se produit au niveau de la terminaison alkyle, elle est essentiellement 

monoterminale et très minoritairement subterminale. L'oxydation terminale conduit à la 

formation de l'alcool primaire cyclohexyltridécan-1-ol ou phénylalcan-1-ol selon 

l'hydrocarbure utilisé comme source de carbone, puis l'aldéhyde (non détecté dans aucune des 

trois cultures) et l'acide correspondant. La β-oxydation de ces acides conduit à la formation 

d'acides dont les chaînes alkyles sont de même parité que celles des hydrocarbures initiaux 

alors que l'α-oxydation (très minoritaire ici) produit des acides avec des chaînes alkyles de 

parités différentes. Aucun α-hydroxy acide intermédiaire n'a été détecté dans les extraits 

lipidiques. L'oxydation de la chaîne alkyle essentiellement par β-oxydation peut se poursuivre 

pour donner des acides phénylalcanoïques et cyclohexylalcanoïques à courtes chaînes.  

Enfin, dans nos conditions de culture cette bactérie est incapable d'oxyder ces 

composés au niveau des cycles. Les Figures III.64 et III.65 représentent respectivement les 

voies métaboliques de dégradation des phénylalcanes et du cyclohexyltridécane, ainsi que les 

acides obtenus dans chaque cas. 
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CH2-(CH2)n-CH2-CH2-CH3

CH2-(CH2)n-CH2-CH2-CH2-OH CH2-(CH2)n-CH2-CH-CH3
OH
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O

CH2-(CH2)n-CH2-OH
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Voie métabolique majeure

Voie métabolique mineure  
 

 

Figure III.64. Voies métaboliques de la dégradation des phénylalcanes en fonction de 

la parité des chaînes alkyles. 
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Figure III.65. Voies métaboliques de la dégradation du cyclohexyltridécane. 
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IX. Les hydroxy acides indicateurs de l'activité bactérienne 

 
 Un grand nombre d'hydroxy acides (α, β, ω et ω-1) et de di-hydroxy acides ont 

été identifiés dans les sédiments et dans les colonnes d'eau (Eglinton et al., 1968; Volkman et 

al., 1980; Kawamura et Ishiwatari, 1982; Cardoso et Eglinton, 1983; Mendoza et al., 1987b; 

Fukishima et al., 1992a,b; Wakeham, 1999; van Dongen, 2000; Wakeham et al., 2003; 

Keinänen et al., 2003; Garcette-Lepecq et al., 2003 soumis). Parmi ces composés, les α- et les 

β-hydroxy acides ont été retrouvés dans un grand nombre de microorganismes, incluant les 

bactéries, les levures, les champignons (Ratledge et Wilkinson, 1988) et les microalgues 

(Matsumoto et Nagashima, 1984; Matsumoto et al., 1988; Volkman et al., 1998). Ces 

composés sont considérés comme des métabolites intermédiaires de l'α- et la β-oxydation 

microbienne des acides carboxyliques; la β-oxydation est plus courante que l’α-oxydation, 

bien que cette dernière soit rencontrée chez les animaux, les plantes et les bactéries (Volkman 

et al., 1998). A titre d'exemple, Eglinton et al. (1968) ont identifié des α-et des β-hydroxy 

acides (de C10 à C24) dans des sédiments lagunaires âgés de 5000 ans qu'ils ont attribué à 

l'oxydation microbienne des acides gras. 

 La nature et le mode de présence de ces hydroxy acides dans les échantillons 

environmentaux (sous forme "libre": extractible par les solvants organiques, ou "liés": obtenus 

par saponification ou par hydrolyse acide), ainsi que leurs distributions, permet la 

discrimination entre les hydroxy acides provenant de l'oxydation des acides gras et ceux 

synthétisés par les microorganismes. Ils peuvent être également très importants dans la 

détermination des organismes sources. A titre d'exemple Cranwell (1981a), a montré par une 

étude stéréochimique que les β-hydroxy acides "non liés" caractérisés par une configuration 

S, présents dans des sédiments récents, sont des produits de l'oxydation par les 

microorganismes. Au contraire, les β-hydroxy acides liés, présentant une dominance des 

composés de configuration R de C14 à C18 sont associés aux lipopolysaccharides des bactéries 

Gram-négatives. En effet, les études stéréochimiques de Lehninger (1975) sur les mécanismes 

conduisant à la formation des β-hydroxy acides ont montré que les composés de configuration 

S sont des intermédiaires dans les métabolismes de dégradation alors que les composés de 

configuration R sont des intermédiaires dans la biosynthèse des acides gras. Des études plus 

récentes sur la composition lipidique de différentes bactéries Gram-négatives et sur des 

échantillons sédimentaires ont suggéré que les β-hydroxy acides liés par liaisons amides et 

obtenus par une hydrolyse acide des résidus de l'extraction aux solvants sont exclusivement 
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d'origine bactérienne (Goossens et al., 1986, 1989b; Wakeham, 1999; Wakeham et al., 2003). 

Ces derniers composés sont essentiellement normaux, de longueur de chaîne variant entre C10 

et C18, caractérisés par une forte prédominance des composés pairs avec généralement un 

maximum à C14:0. Cette distribution est caractéristique des lipopolysaccharides des bactéries 

Gram-négatives (Wilkinson, 1988; Skerratt et al., 1992; Lattuati et al., 2002; Wakeham et al., 

2003). Ces β-hydroxy acides liés par liaisons amides sont moins sensibles aux 

transformations microbiennes et peuvent donc donner des informations sur les organismes 

sources (Cranwell, 1981a; Kawamura et Ishiwatari, 1984; Goossens et al., 1986; Klock et al., 

1988). 

 La procédure analytique utilisée dans la présente étude pour extraire les lipides des 

biomasses bactériennes de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur différents hydrocarbures 

nous a permis de différencier entre: 

 

(i) les β-hydroxy acides provenant de l'oxydation des hydrocarbures, présents 

dans les lipides "non liés"; 

(ii) les β-hydroxy acides engagés dans les liaisons esters dans les LPS. 

(iii) les β-hydroxy acides engagés dans les liaisons amides, présents dans les 

LPS. 

 

Les β-hydroxy acides présents dans les lipides "non liés" possèdent le même squelette 

que l'hydrocarbure utilisé comme source de carbone et ne constituent qu'une faible partie de 

cette fraction. Ces hydroxy acides comportent des chaînes alkyles de même parité que 

l'hydrocarbure: le β-hydroxy acide provenant de l'oxydation du groupement méthyle terminal 

est généralement accompagné de ses homologues immédiatement inférieurs comportant 2 et 4 

atomes de carbone de moins. Les β-hydroxy acides liés par liaisons esters aux 

lipopolysaccharides constituent une grande part des lipides labiles en milieu basique (de 24,8 

à 71,9 %). La distribution de ces composés est caractérisée par une forte prédominance du n-

β-12:0 (> 16 % des lipides de cette fraction et > 59 % des β-hydroxy acides présents) qui est 

accompagné de ses homologues supérieurs (n-β-13:0 et n-β-14:0) et inférieurs (n-β-10:0 et n-

β-11:0). Les β-hydroxy acides obtenus par hydrolyse acide constituent la plus grande partie 

des lipides labiles en milieu acide et sont caractérisés par une forte prédominance de n-β-12:0 

(> 38,8 % des lipides de cette fraction et > 59 % des β-hydroxy acides présents). Les 

homologues supérieurs (n-β-13:0 et n-β-14:0) et inférieurs (n-β-10:0 et n-β-11:0) de ce 
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dernier composé sont également présents mais en faibles quantités. Ces hydroxy acides 

obtenus probablement par synthèse cellulaire se trouvent engagés dans des liaisons amides 

aux unités polysaccharidiques membranaires. L'incorporation des β-hydroxy acides provenant 

de l'oxydation des hydrocarbures aux LPS de M. hydrocarbonoclasticus dépend de la 

structure chimique de ces sources de carbone. En effet, on remarque la présence dans les 

lipides labiles en milieu basique et labiles en milieu acide des β-hydroxy acides normaux, iso 

et anteiso essentiellement de C11 à C14 respectivement dans les cultures sur alcanes normaux, 

iso et anteiso, mais leur pourcentage varie en fonction de l'alcane. Aucun β-hydroxy acide 

comportant un groupement phényle, cyclohexyle ou une ramification en milieu de chaîne n'a 

été identifié dans la fraction labile en milieu acide respectivement dans les cultures sur 

phénylalcanes, cylohexyltridécane et 10-Me-C19. De faibles quantités de β-hydroxy acides 

provenant de l'oxydation de l'hydrocarbure ont été uniquement identifiés dans les lipides 

labiles en milieu basique des cultures sur phénylalcanes. 

 

Il apparaît donc que, la détection de β-hydroxy acides "longs" dans les lipides "non 

liés" des sédiments et des colonnes d'eau puisse être utilisée comme indicateur de l'activité 

bactériologique et donc signaler la possibilité d'une pollution par les hydrocarbures. Par 

contre la présence de β-hydroxy acides "liés" courts de C10 à C14, est une indication de la 

présence de bactéries Gram-négatives, avec dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus, une 

forte prédominance du n-β-12:0. 
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X. CONCLUSION 

 

Cette étude montre que M. hydrocarbonoclasticus est capable de métaboliser une 

grande variété d'hydrocarbures incluant des alcanes normaux, ramifiés, des phényl- et 

cyclohexyl-alcanes ou encore des alcènes. L'analyse CG/SM des lipides bactériens produits a 

mis en évidence un grand nombre de composés pouvant être classés en trois types principaux: 

alcools, acides et β-hydroxy acides. 

L'identification de nombreux intermédiaires dans le processus métabolique de chaque 

hydrocarbure a permis de proposer non seulement une voie principale de dégradation via 

l'oxydation en alcool primaire par hydroxylation du groupement méthyle terminal le moins 

encombré, puis en acide pris ensuite dans un cycle de β-oxydation, mais aussi des voies 

secondaires en fonction de la structure de l'hydrocarbure. Il s'agit en particulier (i) de 

l'oxydation subterminale en alcool secondaire suivie d'une réaction de type Bayer-Villiger, et 

oxydation ultérieure de l'alcool qui en résulte l'acide, (ii) de l'α-oxydation notamment dans le 

cas des composés possédant un groupement méthyle en β, ou encore (iii) de l'époxidation des 

oléfines terminales. Aucune attaque directe des groupements phényle ou cyclohexyle n'a en 

revanche été détectée, et les cyclohexylalcanes à chaîne hydrocarbonée comportant un 

nombre pair d'atomes de carbone, comme le cyclohexyldodécane, ou les hydrocarbures 

polyramifiés comme le pristane se sont révélés récalcitrants à la dégradation par M. 

hydrocarbonoclasticus. 

Cette étude a également montré que M. hydrocarbonoclasticus peut modifier de façon 

très importante sa composition en lipides membranaires. En effet, alors que sur un substrat 

simple comme l'acétate d'ammonium ou sur un milieu nutritif complexe, les acides C16:0, C16:1 

et C18:1 sont dominants, sur hydrocarbures, la distribution est très fortement remaniée, avec 

des proportions significatives ou même très importantes d'acides gras, iso, anteiso, ramifiés en 

milieu de chaînes, insaturés en position terminale ou comportant des groupes phényle ou 

cyclohexyle en ω, selon l'hydrocarbure fourni. Ainsi, dans ce cas sur hydrocarbures iso et 

anteiso, le profil en acides gras est assez similaire à celui d'un grand nombre de bactéries 

Gram-positives. 

Par conséquence, les β-hydroxy acides contenus dans les lipopolysaccharides de la 

membrane extérieure sont beaucoup moins sensibles au changement de la structure des 

hydrocarbures. En effet, le β-hydroxy acide n-12:0, spécifique des LPS de M. 

hydrocarbonoclsticus est toujours dominant, et quasiment exclusif dans certains cas. Il 
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apparaît de plus que seuls des β-hydroxy acides dont la chaîne hydrocarbonée comporte un 

carbone en plus ou en moins, ou dans une moindre mesure une ramification de type iso ou 

anteiso, ou encore une double liaison terminale puisses être incorporés dans les LPS. Par 

ailleurs, ces β-hydroxy acides présents dans les LPS comportant un nombre d'atome de 

carbone compris entre 10 et 14, donc beaucoup plus faible que celui des β-hydroxy acides 

directement issus de la dégradation des hydrocarbures. Cette différence pourraît permettre de 

distinguer dans les sédiments ou dans les colonnes d'eau les β-hydroxy acides propres aux 

bactéries Gram-négatives. 

Afin de savoir si ces conclusions sont généralisables, l'étude de quelques autres 

bactéries hydrocarbonoclastes paraît nécessaire. 
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CHAPITRE IV 

 

Influence de la source de carbone sur la composition lipidique de 

bactéries Gram-négatives, Marinobacter aquaeolei, Acinetobacter 

calcoaceticus et Pseudomonas oleovorans. Distribution des β-

hydroxy acides de la membrane extérieure. 
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I. INTRODUCTION 

 
Après avoir étudié l'influence de la structure des hydrocarbures sur la composition 

lipidique de Marinobacter hydrocarbonoclasticus, nous avons voulu savoir si nos résultats 

étaient ou non généralisables sur d'autres bactéries. Pour cela trois espèces Gram-négatives 

ont été selectionnées. Il s'agit de Marinobacter aquaeolei et Acinetobacter calcoaceticus, 

deux bactéries dégradant les n-alcanes de C10 à C24 et Pseudomonas oleovorans, une bactérie 

pouvant utiliser des n-alcanes et des n-alcènes de C6 à C12. Chacune de ces trois bactéries a 

été cultivée sur l'acétate d'ammonium, un alcane normal et un alcane ramifié comme source 

unique de carbone et d'énergie. Le n-nonadécane et le 2-méthyloctadécane ont été choisis 

pour cultiver M. aquaeolei et A. calcoaceticus alors que pour P. oleovorans, nous avons 

utilisé le n-octane et le 2-méthylheptane. Les cultures sur hydrocarbures ont été réalisées en 

suivant le même protocole expérimental que dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus. 

 Dans ce quatrième chapitre, après une description des caractéristiques physiologiques 

et biochimiques des trois bactéries étudiées, nous exposons et discutons les données 

analytiques recueillies. Les données concernant M. aquaeolei seront comparées à celle 

obtenues pour M. hydrocarbonoclasticus dans la perspective de dégager des tendances dans le 

genre Marinobacter. Enfin, nous essaierons de déterminer quelle est l'influence des 

hydrocarbures comportant des chaînes aliphatiques sur la distribution des β-hydroxy acides de 

ces quatre bactéries Gram-négatives. 

 

II. PRESENTATION DES BACTERIES ETUDIEES 

 

II.1. CARACTERISTIQUES PHYSIOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES DE 

Marinobacter aquaeolei 

 
 La bactérie Marinobacter aquaeolei a été isolée lors d'une étude microbiologique dans 

un champ pétrolier en mer, situé à proximité de la ville côtière Ving Tau au sud du Vietnam 

(Huu et al., 1999). Il s'agit d'une bactérie Gram-négative, en forme de bâtonnet, anaérobie 

facultative, capable d'utiliser le n-hexadécane, le pristane et divers constituants du pétrole brut 

comme source unique de carbone et d'énergie: elle peut oxyder 41 % des hydrocarbures 

saturés, 52 % des hydrocarbures aromatiques et 20 % des asphaltènes en 7 jours à 30 °C. 
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 M. aquaeolei peut croître dans des milieux de culture dont la concentration en NaCl 

peut atteindre 3,4 M, avec un optimum de croissance à 0,85 M. Elle peut tolérer des variations 

de température de 13 à 50 °C et de pH de 5 à 10; les valeurs optimales de croissance sont 

respectivement 30 °C et pH 7,3. La croissance peut avoir lieu en anaérobiose en présence de 

nitrate sur succinate, citrate ou acétate, alors que le glucose n'assure pas la croissance dans de 

telles conditions. Cette bactérie peut utiliser par exemple les composés suivants comme 

source unique de carbone et d'énergie: le DL-lactate, l'acétate, le citrate, le glutamate, le 

butyrate et certains acides aminés. 

La capacité de cette bactérie à utiliser une large gamme de sucres, d'acides organiques 

et d'acides aminés comme source unique de carbone, ainsi que d'autres composés pouvant se 

trouver dans le milieu marin et la possibilité de croître dans des milieux de salinités variables 

expliquent le caractère ubiquiste de cette bactérie dans le milieu marin. Le nom de 

Marinobacter aquaeolei a été adopté en raison des similarités physiologiques et 

phénotypiques avec Marinobacter hydrocarbonoclasticus (Gauthier et al., 1992), et de son 

potentiel à dégrader les hydrocarbures en milieu aquatique (aquaeolei: "aqua" eau et oleum 

pétrole). Les principales différences entre ces deux espèces se manifestent essentiellement par 

des taux différents de Guanine-Cytosine dans l'ADN et un taux d'hybridation ADN-ADN 

inférieur à 65 % justifiant à lui seul la création d'une nouvelle espèce (Huu et al., 1999). En ce 

qui concerne la distribution des acides gras totaux, elle est assez voisine de celle rencontrée 

chez M. hydrocarbonoclasticus, avec cependant une proportion d'acide oléique plus faible, 

compensée par une proportion plus élevée d'acide palmitoléique. A notre connaissance le 

métabolisme d'hydrocarbures par M. aquaeolei n'avait jusqu'ici pas été étudié. 

 

II.2. CARACTERISTIQUES PHYSIOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES D'Acinetobacter 

calcoaceticus 

 

Acinetobacter calcoaceticus initialement nommée Micrococcus cerificans a été isolée 

pour la première fois par Beijerinck (1911). Elle a été par la suite classée comme 

Pseudomonas calcoaceticus, pour être enfin caractérisée sous le nom d'Acinetobacter 

calcoaceticus (Baumann et al., 1968). 

Cette bactérie Gram-négative, strictement aérobie est capable de croître dans un milieu 

de culture minéral avec l'acétate comme source unique de carbone et l'ammoniaque ou le 

nitrate comme source d'azote. Elle peut également utiliser une grande variété de composés 

organiques comme source unique de carbone; parmi ces composés on peut citer: les 
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hydrocarbures, les acides gras, les acides aminés, les sucres (pentoses) et les composés 

aromatiques. Par contre, elle est incapable de croître par exemple en présence de méthanol, 

formate ou glycérol (Bouvet et Grimont, 1986; Baumann et al., 1968). Les valeurs optimales 

de température et de pH pour la croissance de cette bactérie sont respectivement 30 °C et pH 

6,8. 

Cette bactérie est capable de croître sur le pétrole brut et il a été montré qu'elle dégrade 

plus facilement les alcanes (jusqu'à C33) que les composés aromatiques et les asphaltènes 

(Pines et Gutnick, 1986; Marin et al., 1995, 1996; Lal et Khanna, 1996). Par exemple, la 

souche Acinetobacter calcoaceticus S30 peut dégrader en 15 jours 29 % du pétrole brut de 

Gujarat (Inde) dont les alcanes ont été six fois plus dégradés que les aromatiques. Les 

bactéries du genre Acinetobacter sont généralement rencontrées dans les sites contaminés par 

le pétrole et elles ont été largement utilisées pour l'étude de l'oxydation des n-alcanes 

(Asperger et Kleber, 1991). 

A. calcoaceticus présente la particularité rare, chez les bactéries, de synthétiser et 

d'accumuler des cires, esters d'acides gras et d'alcools gras, notamment du palmitate de 

palmityle (C16-C16), dans les milieux carencés en azote (Fixter et al., 1986). Cette propriété est 

largement répandue dans le genre Acinetobacter (Makula et al., 1975; Bryn et Jantzen, 1977, 

Ishige et al., 2002), et elle se manifeste notamment lors de la croissance sur n-alcanes. 

La biodégradation des n-alcanes chez les bactéries du genre Acinetobacter a été très 

étudiée depuis plus de 20 ans. Cependant à ce jour les voies métaboliques ne sont pas 

totalement éclaircies en raison de l'intervention d'un nombre très important d'enzymes. Si la 

voie classique via la formation d'un alcool primaire et l’oxydation en acide se manifeste chez 

la souche S30 d'A. calcoaceticus (Lal et Khanna, 1996), l'intervention d'une dioxygénase 

conduisant à la formation d'un hydroperoxyde serait privilégiée chez la souche M-1 

d'Acinetobacter sp. (Sakai et al., 1996). Ce peroxyde évoluerait ensuite vers un aldéhyde, 

donc sans la formation d'un alcool comme intermédiaire, cet aldéhyde étant ensuite oxydé en 

acide. Par contre chez la souche HO1-N, le peroxyde serait d'abord réduit en alcool avant 

d'être oxydé en aldéhyde (Finnerty, 1990a, b). 

 

II.3. CARACTERISTIQUES PHYSIOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES DE 

Pseudomonas oleovorans 

 

 Pseudomonas oleovorans a été isolée pour la première fois par Lee et Chandler en 

1941. Il s'agit d'une bactérie Gram-négative, strictement aérobie, capable d'oxyder les 
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composés aliphatiques: elle peut croître dans un milieu de culture contenant un n-alcane ou un 

n-alcène de C6 à C12 comme source unique de carbone et d'énergie (Baptist et al., 1963; 

Nieder et Shapiro, 1975). Elle peut également époxyder les alcènes terminaux à des taux très 

élevés (Schwartz et McCoy, 1973; May et al., 1972). Les conditions optimales de croissance 

se situent à 30 °C et pH 6,8. 

 Un des aspects du métabolisme de P. oleovorans, comme de nombreuses 

Pseudomonas, dans des conditions de carence d'azote ou de nutriments et en présence d'un 

excès de la source de carbone, consiste à synthétiser et à accumuler comme produit de 

réserve, des poly-β-hydroxyalcanoates (butyrate essentiellement) (Anderson et Daws, 1990; 

Diard et al., 2002). Ces polyesters biodégradables peuvent être utilisés dans des applications 

médicales ou industrielles en raison de leurs propriétés physico-chimiques (Anderson et 

Dawes, 1990; Madison et Huismann, 1999). 

 

 La voie métabolique des n-alcanes chez P. oleovorans est bien établie. L'oxygène 

moléculaire est introduit par une monooxygènase pour donner un alcool primaire (Ueda et al., 

1972; Batipst et al., 1963). L'alcool produit est ensuite déshydrogéné en aldéhyde. Celui-ci est 

successivement pris en charge par une aldéhyde déshydrogénase et une acyl-CoA synthétase 

pour donner un dérivé acyl-CoA intégrant alors le métabolisme (van Beilen et al., 1994). 

L'enzyme responsable de l'hydroxylation est également capable d'époxyder la double liaison 

des n-alcènes terminaux (May et Abott, 1973). 

 

III. RESULTATS QUANTITATIfs 

 

 Pour étudier l'influence de la source de carbone sur la composition lipidique de M. 

aquaeolei et A. calcoaceticus par comparaison avec M. hydrocarbonoclasticus, chacune de 

ces deux bactéries a été cultivée sur un substrat soluble: l'acétate d'ammonium, un alcane 

normal: n-C19 et un alcane ramifié: i-C19. Les cultures sur ces hydrocarbures ont été réalisées 

en suivant la même procédure que pour M. hydrocarbonoclasticus. 

 Les biomasses bactériennes sèches, récupérées par ultracentrifugation suivie d'une 

lyophilisation ont été extraites en suivant la même procédure analytique, représentée à la 

Figure II.1 du chapitre II. Les résultats quantitatifs concernant les trois fractions lipidiques 

("non liés", labiles en milieu basique et labiles en milieu acide) obtenues par extractions 

successives des biomasses bactériennes de M. aquaeolei et A. calcoaceticus en fonction de la  
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source de carbone sont réunies dans le Tableau IV.1. Les résultats relatifs à M. 

hydrocarbonoclasticus y figurent également pour comparaison. 

Le pourcentages des lipides totaux des cultures sur n-C19 et i-C19 constituent 

respectivement 7,0 et 6,1 % des biomasses bactériennes sèches dans le cas de M. aquaeolei et, 

7,1 et 14,4 % dans les cas d'A. calcoaceticus. Ces valeurs sont supérieures à celles obtenues 

avec les cultures sur acétate d'ammonium: 5,3 % dans le cas de M. aquaeolei et 2,8 % dans le 

cas d'A. calcoaceticus. Ces variations concordent avec les résultats obtenus pour M. 

hydrocarbonoclasticus cultivée sur différents types d'hydrocarbures (Tableau III.1) ainsi 

qu'avec des études antérieures sur la variation des lipides totaux des bactéries 

hydrocarbonoclastes lors du passage d'une culture sur un substrat simple et soluble à des 

cultures sur hydrocarbures (Makula et Finnerty, 1968a; Goutx et al., 1990; Doumenq et al., 

1999). 

 Chez les quatre bactéries, les lipides "non liés" constituent toujours la fraction 

lipidique prédominante quelque soit la nature de la source de carbone (ils constituent entre 

49,3 % et 83,2 % des lipides totaux, Tableau IV.1), suivis des lipides labiles en milieu basique 

avec des valeurs comprises entre 12,7 et 45,8 % des lipides totaux. Les lipides labiles en 

milieu acide représentent de 3,8 % à 15,7 % des lipides totaux. 

 La structure chimique des composés présents dans chaque fraction a été déterminée 

par analyse en CG/SM des dérivés TMSi, DMDS et N-acylpyrrolidides. La structure de 

certains composés a été confirmée par coinjections avec des standards et dans certains cas par 

comparaison avec les lipides d'Escherichia coli dont la composition est bien connue.  
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Tableau IV.1. Abondance des différentes fractions lipidiques de M. aquaeolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans en fonction de la source de 

carbone. Comparaison avec les résultats obtenus avec M. hydrocarbonoclasticus 

Pourcentage par rapport à la biomasse sèche Pourcentage par rapport aux lipides totaux 

BACTERIE Source de carbone Lipides 

totaux 
"Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

Acétate d'ammonium 5,2 3,5 1,1 0,6 67,3 21,2 11,5 

n-C19 12,7 8,7 3,1 0,9 68,6 24,1 7,3 
M. 

hydrocarbonoclasticus 
i-C19 12,3 10,2 1,6 0,5 83,2 12,7 4,1 

Acétated'ammonium 5,3 3.8 1.3 0.2 71.7 24.5 3.8 

n-C19 7,0 4.7 1.7 0.6 67.1 24.3 8.6 M. aquaeolei 

i-C19 6,1 4.6 1.2 0.3 75.4 19.7 4.9 

Acétate d'ammonium 2,8 2,1 0,4 0,3 75,0 14,3 10,7 

n-C19 7,1 5,2 1,6 0,3 73,2 22,5 4,2 A. calcoaceticus 

i-C19 14,4 7,1 6,6 0,7 49,3 45,8 4,9 

Acétate d'ammonium * * * * 73,6 16,2 10,2 

n-C8 * * * * 59,1 27,3 13,6 P. oleovorans 

2-Me-C7 * * * * 61,4 22,9 15,7 

*: ces pourcentages n'ont pas pu être déterminés en raison de la présence de quantités importantes de sel avec les biomasses bactériennes. 
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IV. IDENTIFICATION DES LIPIDES 

 

 Les lipides extraits des biomasses bactériennes cultivées sur les trois sources de 

carbone testées (acétate d'ammonium, hydrocarbure normal et hydrocarbure ramifié), 

contiennent les mêmes classes de composés que M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur ces 

mêmes substrats. Les principales différences que l'on peut noter en comparant les 

distributions des lipides de M. hydrocarbonoclasticus (Tableaux III.3, III.4 et III.5) avec 

celles de M. aquaeolei (Tableau IV.5) et d'A. calcoaceticus (Tableau IV.6) concernent 

respectivement l'apparition de quantités appréciables d'acides gras saturés comportant deux 

ramifications méthyles et d'α-hydroxy acides. 

La détermination du nombre et des positions des ramifications a été effectuée grâce 

aux dérivés N-acylpyrrolidides obtenus par l'action de la pyrrolidine sur les esters 

méthyliques. Les Figures IV.1 et IV. 2 représentent respectivement les spectres de masse des 

dérivés N-acylpyrrolidides du méthylester des acides gras 8,15-Me2-C16:0 et 10,15-Me2-C16:0, 

ainsi que leurs interprétations  

 

 
 

Figure IV.1. Spectre de masse du dérivé N-acylpyrrolidide du méthyl ester de l'acide gras 

8,15-Me2-C16:0. 
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Figure IV.2. Spectre de masse du dérivé N-acylpyrrolidide du méthyl ester de l'acide gras 

10,15-Me2-C16:0. 

 

 Des α-hydroxy acides ont été détectés chez A. calcoaceticus dans les lipides labiles en 

milieu basique et ceux labiles en milieu acide. Ces composés ont été caractérisés grâce à leurs 

dérivés triméthylsilylés qui présentent des coupures spécifiques en spectrométrie de masse 

(Figure III.42). Les Figures IV.3 et IV.4 montrent les spectres de masse des dérivés TMSi des 

deux α-hydroxy acides (méthyl esters) les plus abondants: α-OH, n-11:0 et α-OH, n-12:0. 

 

 Les lipides d'A. calcoaceticus cultivée sur n-nonadécane sont caractérisés par la 

présence d'α-méthyl-β-hydroxy acides. Les spectres de masse des dérivés TMSi de ces 

composés présentent des ions caractéristiques permettant leur identification (Figure IV.5). 

Les Figures IV.6 et IV.7 présentent respectivement les spectres de masse des α-

méthyl-β-hydroxy méthyl esters triméthylsilylés à 13 et 14 atomes de carbone. Dans chaque 

spectre on distingue deux pics intenses à m/z 189 et m/z M-15. Le pic à m/z 189 correspond au 

fragment résultant de la coupure de la liaison Cβ-Cγ. A notre connaissance ce type de 

composés n'avait été identifié à ce jour que dans les lipopolysaccharides de Bordetella 

pertussis (Haeffner et al., 1977) 
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Figure IV.3. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'α-hydroxy acide n-C11:0 (méthyl ester). 

 

 

 
 

Figure IV.4. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'α-hydroxy acide  n-C12:0 (méthyl ester). 
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Figure IV.5. Principaux ions fragments en spectrométrie de masse des dérivés silylés des α-

méthyl-β-hydroxy acides (methyl ester). 

 

 

 
 

Figure IV.6. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'acide 2-méthyl-3-hydroxy-dodécanoïque 

(méthyl ester). 
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Figure IV.7. Spectre de masse du dérivé TMSi de l'acide 2-méthyl-3-hydroxy tridécanoïque 

(méthyl ester). 

 

V. DISTRIBUTION DES LIPIDES DE M. AQUAEOLEI EN FONCTION DE LA SOURCE DE 

CARBONE et comparaisons avec M. HYDROCARBONOCLASTICUS 

 

V.1. RESULTATS 

 

 Les lipides extraits de M. aquaeolei cultivée sur acétate d'ammonium, n-C19 et i-C19 

contiennent les mêmes familles de composés que M. hydrocarbonoclasticus, à savoir des 

acides gras saturés et monoinsaturés, des hydroxy acides et des alcools saturés et 

monoinsaturés. La distribution de ces différentes familles dans les trois fractions lipidiques en 

fonction de la source de carbone est résumée dans les tableaux IV.2, IV.3 et IV.4. Les 

résultats relatifs à M. hydrocarbonoclasticus y figurent également pour comparaison. Les 

résultats quantitatifs détaillés relatifs à chaque famille de composé sont rassemblés dans le 

tableau IV.5. 
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V.1.1. Cultures sur acétate d'ammonium 

 

V.1.1.1. Lipides "non liés" 

 

 Les lipides "non liés" de M. aquaeolei cultivée sur acétate d'ammonium comme source 

unique de carbone et d'énergie sont caractérisés par la présence prédominante des acides gras 

saturés et insaturés, essentiellement normaux à nombre pair d'atomes de carbone de C12 à C20 

(plus de 98 % des lipides "non liés", tableau IV.2). Ces acides gras normaux saturés et 

insaturés représentent, respectivement, 40,5 et 55,8 % des lipides de cette fraction (Tableau 

IV.2). Les acides gras saturés les plus abondants sont les mêmes que dans les lipides "non 

liés" de M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur le même substrat (Lattuati et al., 2002). Ils 

s'agit (en abondance relative) des acides n-C16:0 (31,6 %), n-C14:0 (4,6 %) et n-C18:0 (3,9 %). 

Des acides gras normaux à nombre impair d'atomes de carbone (C15, C17 et C19; Tableau IV.5) 

ont été également identifiés en faible quantité (0,3 %) alors qu'ils ne représentaient que des 

traces dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus. Cette fraction est également caractérisée par 

la présence de quantités non négligeables d'acides gras ramifiés essentiellement en position 10 

(2,0 % des lipides "non liés"; Tableau IV.5), alors que ces composés sont totalement absents 

dans cas de M. hydrocarbonoclasticus. Quatre acides gras ramifiés en position 10 ont été 

identifiés: deux à nombre impair d'atomes de carbone 10-Me-C16:0 et 10-Me-C18:0 représentant 

respectivement 1,7 et 0,3 %, et deux à nombre pair d'atomes de carbone 10-Me-C15:0 et 10-

Me-C17:0 présents à l'états de traces. Par comparaison l'analyse des lipides de M. aquaeolei par 

Huu et al. (1999) avait révélé uniquement la présence de deux acides gras ramifiés en milieu 

de chaîne: 10-Me-C16:0 et 10-Me-C17:0. 

 Les acides gras insaturés présents dans les lipides "non liés" sont caractérisés par une 

distribution simple avec prédominance des composés n-C16:1 et n-C18:1 (plus de 98 % des 

acides gras insaturés) dont les positions d'insaturations se trouvent essentiellement en ω9 et 

ω7 comme chez M. hydrocarbonoclasticus. Nous observons également une très faible 

quantité d'acides gras insaturés à nombre impair d'atomes de carbone (essentiellement n-

C17:1ω8, Tableau IV.5) dans les lipides de M. aquaeolei alors qu'ils étaient absents chez M. 

hydrocarbonoclasticus. 

 Les alcools (0,7 %) et les β-hydroxy acides (traces) sont des constituants mineurs des 

lipides "non liés" de M. aquaeolei cultivée sur acétate; comme chez M. 

hydrocarbonoclasticus.
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Tableau IV.2. Composition des lipides "non liés" de M.hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei et A. calcoaceticus en fonction de la source de 

carbone. 

 M. hydrocarbonoclasticus M. aquaeolei A. calcoaceticus 

Source de carbone 
Lipides 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

n-alcan-1-ols tr 6,0 0,7 0,7 1,2 0,5 3,5 3,0 0,3 
n-alcan-2-ols - 0,6 - - tr - - 0,2 - 
alcan-1-ols ramifiés  - - 6,9 - - 0,7 - - 0,4 
alcan-2-ols ramifiés - - 0,2 - - tr - - - 
∑ Alcools tr 6,6 7,8 0,7 1,2 1,2 3,5 3,2 0,7 
n-acides saturés 29,7 40,8 13,0 40,5 46,0 7,3 37,4 35,6 2,4 
n-acides insaturés  70,0 46,3 21,1 55,8 44,1 20,4 57,8 59,8 1,7 
Acides ramifiés saturés  - 5,0 43,6 2,0 6,5 52,4 - - 55,2 
Acides ramifiés insaturés - - 9,6 - - 16,4 - - 38,1 
∑ Acides 99,7 92,1 87,3 98,3 96,6 96,5 95,3 95,4 97,4 
∑ hydroxy acides tr 0,9 3,6 tr 0,1 0,3 0,9 0,6 1,4 
∑ Composés pairs  99,1 20,6 35,6 96,1 20,7 35,3 98,5 9,9 14,3 
∑ Composés impairs 0,6 79,0 63,1 2,6 77,2 62,7 1,1 89,3 85,2 
∑ Composés normaux  97,7 94,6 34,8 96,7 91,9 28,4 99,6 99,2 5,8 
∑ Composés ramifiés - 5,0 63,9 2,0 6,5 69,5 - tr 93,7 
∑ AG saturés  29,7 45,8 56,6 42,5 52,5 59,7 37,4 35,6 57,6 
AG insaturés cis 70,0 46,3 30,7 55,8 44,1 36,8 57,8 59,4 39,5 
AG insaturés trans - - - - - - - 0,4 0,3 
∑ AG insaturés 70,0 46,3 30,7 55,8 44,1 36,8 57,8 59,8 39,8 
∑ AG-C16 40,8 5,9 7,5 58,3 12,8 11,9 60,8 3,3 10,0 
∑ AG-C17 tr 56,2 33,6 2,0 55,5 48,0 0,5 68,2 46,7 
∑ AG-C18 54,7 13,5 26,9 32,3 7,4 21,8 32,8 5,7 2,6 
AG: acides gras. 
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Tableau IV.3. Composition des lipides labiles en milieu basique de M.hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei et A. calcoaceticus en fonction de la 

source de carbone. 

 M. hydrocarbonoclasticus M. aquaeolei A. calcoaceticus 

Source de carbone 
Lipides 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

∑ Alcools - 0,6 0,5 0,5 0,3 0,1 14,0 1,0 0,5 
n-acides saturés 34,5 35,0 7,9 36,2 25,2 19,7 40,2 34,1 12,0 
n-acides insaturés  34,1 35,9 14,0 19,1 13,6 10,3 10,5 12,6 2,3 
Acides ramifiés saturés  - 1,8 18,2 0,9 2,2 14,8 - - 13,5 
Acides ramifiés insaturés - - 2,3 - - 2,5 - - 9,8 
∑ Acides 68,6 72,7 42,4 56,2 41,0 47,3 50,7 46,7 37,6 
n-β-hydroxy acides 30,6 26,6 55,2 42,5 56,9 49,5 20,4 31,6 30,8 
β-hydroxy acides ramifiés - - 0,6 - - 2,0 - - - 
α-hydroxy acides - - - - - - 13,9 19,7 27,3 
∑ hydroxy acides 30,6 26,6 55,8 42,5 56,9 51,5 34,3 51,3 58,1 
β-hydroxy 12:0* 99,0 60,2 91,0 98,6 63,3 92,0 95,1 71,5 94,8 
∑ Composés pairs  99,1 36,3 76,8 97,8 48,7 81,3 97,7 62,7 72,9 
∑ Composés impairs 0,1 63,6 21,9 1,3 50,6 18,4 1,3 36,3 23,5 
∑ Composés normaux  99,2 98,1 77,3 98,3 96,0 79,7 99,0 99,0 73,1 
∑ Composés ramifiés - 1,8 21,4 0,9 2,2 19,3 - - 23,3 
∑ AG saturés  34,5 36,8 26,1 37,1 27,4 34,5 40,2 34,1 25,5 
∑ AG insaturés 34,1 35,9 16,3 19,1 13,6 12,8 10,5 12,6 12,1 
∑ AG-C16 11,8 7,8 5,9 24,8 7,5 6,0 11,9 1,1 7,3 
∑ AG-C17 tr 31,6 13,3 0,9 20,5 9,6 tr 11,8 11,5 
∑ AG-C18 14,5 8,4 8,0 10,6 2,2 3,9 9,8 1,5 - 
AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
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Tableau IV.4. Composition des lipides labiles en milieu acide de M.hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei et A. calcoaceticus en fonction de la 

source de carbone. 

 M. hydrocarbonoclasticus M. aquaeolei A. calcoaceticus 

Source de carbone 
Lipides 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

Acétate d' 
ammonium n-C19 i-C19 

∑ Alcools - 7,1 2,0 1,3 1,1 1,8 36,1 0,3 0,5 
n-acides saturés 4,8 26,2 2,9 5,4 20,7 8,2 8,8 1,3 1,5 
n-acides insaturés  0,8 1,3 0,4 0,7 1,7 6,3 1,6 - - 
Acides ramifiés saturés  - - - tr 0,6 19,2 - - - 
Acides ramifiés insaturés - - - - - 3,2 - - - 
∑ Acides 5,6 27,5 3,3 6,1 23,0 36,9 10,4 1,3 1,5 
n-β-hydroxy acides 94,1 64,3 91,5 91,6 73,4 56,7 50,4 93,8 95,9 
β-hydroxy acides ramifiés - - 1,9 - - 2,2 - - - 
α-hydroxy acides - - - - - - 2,4 0,9 tr 
γ-hydroxy acides - - - - - - - - - 
∑ hydroxy acides 94,1 64,3 93,4 91,6 73,4 59,9 52,8 94,7 95,9 
β-hydroxy 12:0* 99,4 60,3 94,0 99,0 71,4 94,7 34,5 54,6 37,9 
β-hydroxy 14:0* 0,1 0,3 1,1 0,7 - - 61,3 14,9 54,0 
∑ Composés pairs  99,7 63,9 93,0 98,2 69,9 73,4 96,7 67,7 90,2 
∑ Composés impairs - 35,0 4,8 0,8 25,6 24,2 2,6 28,6 7,7 
∑ Composés normaux  99,7 98,9 96,2 99,0 94,9 73,0 99,3 96,3 97,9 
∑ Composés ramifiés - - 1,6 tr 0,6 24,6 - - - 
∑ AG saturés  4,8 26,2 2,9 5,4 21,3 27,4 8,8 1,3 1,5 
∑ AG insaturés 0,8 1,3 0,4 0,7 1,7 9,5 1,6 - - 
AG: acides gras. 
*: % par rapport aux β-hydroxy acides totaux de la présente fraction. 
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Tableau IV.5. Composition lipidique de Marinobacter aquaeolei en fonction de la source de carbone. 

Acétate d’ammonium n-C19 i-C19  
Lipides "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

Acides gras saturés          
n-10:0 - tr - - 0,1 0,2 - tr 0,2 
i-11:0 - - - - - - - 0,1 - 
n-11:0 - tr - - 1,7 0,3 - 0,1 - 
i-12:0 - - - - - - - 0,3 - 
n-12:0 tr 14,1 tr - 1,8 4,0 0,3 15,8 - 
i-13:0 - - - - - - - 2,1 0,3 
n-13:0 - tr tr 1,3 4,0 0,2 - 0,3 - 
i-14:0 - - - - - - - 0,5 - 
n-14:0 4,6 3,7 1,1 0,3 0,1 5,1 0,2 0,1 0,2 
i-15:0 tr tr tr 0,1 0,1 - 9,5 0,5 5,2 
n-15:0 0,1 0,2 0,3 10,4 0,1 tr 0,1 0,2 0,1 
6,13-Me2-14:0 - - - - - - 0,2 - - 
10,13-Me2-14:0 - - - - - - 0,2 - - 
10-Me-15:0 tr tr - 1,6 0,7 - - - - 
i-16:0 - - - - 0,1 - 1,5 2,8 0,5 
n-16:0 31,6 17,3 2,6 3,0 3,9 3,8 5,5 2,2 4,7 
10-Me-16:0 1,7 0,8 tr 1,0 0,1 0,2 tr - 1,6 
i-17:0 - tr - - - - 33,5 6,6 9,1 
n-17:0 0,1 0,1 0,3 29,6 13,4 3,2 tr 0,5 0,5 
8,15-Me2-16:0 - - - - - - 1,5 - 0,8 
10,15-Me2-16:0 - - - - - - 3,0 - 0,1 
10-Me-17:0 tr - - 3,5 1,2 0,4 - - - 
i-18:0 - - - - - - 0,7 0,2 0,3 
n-18:0 3,9 0,8 1,0 0,4 0,1 3,5 1,2 0,5 2,5 
10-Me-18:0 0,3 0,1 - 0,3 tr - - - - 
i-19:0 - - - - - - 2,0 1,6 1,2 
n-19:0 0,1 tr tr 1,0 tr 0,1 - - - 
10,17-Me2-18:0 - - - - - - 0,3 - 0,1 
i-20:0 - - - - - - - 0,1 - 
n-20:0 0,1 tr 0,1 - tr 0,3 - tr - 
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Acétate d’ammonium n-C19 i-C19  
Lipides "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

Acides gras insaturés          
n-13:1 ω8 - - - - 1,3 - - 0,4 - 
n-14:1 ω9 0,1 1,5 - - 0,1 - - 5,2 - 
n-14:1 ω7 - 0,3 - - 0,1 - - 0,3 - 
n-14:1 ω5 tr - - - 0,5 - - tr - 
i-15:1 ω8 - - - - - - - 0,1 - 
n-15:1 ω10 - - - 0,3 - - - - - 
n-15:1 ω9 tr - - 0,3 - - - - - 
n-15:1 ω8 - - - 2,4 0,6 - - - - 
n-15:1 ω6 - - - 2,6 - - - - - 
n-16:1 ω9 17,7 7,1 0,2 5,6 1,8 0,7 3,2 0,5 1,1 
n-16:1 ω7 8,7 0,4 tr 2,3 0,8 0,3 1,6 0,3 0,5 
n-16:1 ω5 0,3 tr - 0,3 0,2 - 0,1 0,2 - 
i-17:1 ω9 - - - - - - 2,9 0,3 0,4 
i-17:1 ω7 - - - - - - 11,5 1,9 2,8 
n-17:1 ω10 - - - 4,5 - 0,1 0,1 - 0,1 
n-17:1 ω9 - - - 2,1 5,8 - - - - 
n-17:1 ω8 0,2 tr - 17,8 1,2 0,5 - 0,3 - 
n-17:1 ω7 - - - 0,5 - - - - - 
i-18:1 ω8 - - - - - - tr 0,2 - 
n-18:1 ω9 25,0 9,3 0,4 3,4 0,8 0,1 15,3 3,0 4,5 
n-18:1 ω7 3,4 0,5 0,1 0,1 0,1 tr 0,1 tr 0,1 
i-19:1 ω9 - - - - - - 2,0 - - 
n-19:1 ω10 - - - 1,0 0,3 - tr 0,1 - 
n-19:1 ω9 - - - 0,4 - - - - - 
n-19:1 ω8 0,1 - - 0,5 - - tr - - 
β-hydroxy acides          
n-10:0, OH - 0,5 0,1 - tr - - 0,4 0,2 
i-11:0, OH - - - - - - - tr - 
n-11:0, OH - 0,1 0,1 tr 11,2 13,9 - 0,6 0,5 
n-12:1, OH - tr - - 0,1 - - 0,3 - 
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Acétate d’ammonium n-C19 i-C19  
Lipides "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

n-12:0, OH tr 41,9 90,7 tr 36,0 52,4 0,2 47,4 55,8 
i-13:0, OH - - - - - - - 2,0 2,2 
n-13:1 ω8, OH - - - - 2,0 0,3 - 0,1 - 
n-13:1, OH - - - - 0,2 - - tr - 
n-13:0, OH - tr 0,1 - 7,4 6,8 - 0,2 0,2 
n-14:0, OH - - 0,6 - - tr - 0,5 - 
i-15:0, OH - - - - - - - tr - 
n-16:0, OH - - tr - - - - tr - 
i-17:0, OH - - - - - - - tr - 
n-17:0, OH - - - tr - - - - - 
n-18:0, OH tr - - - - - - 0,1 - 
i-19:0, OH - - - - - - 0,1 tr - 
n-19:0, OH - - - 0,1 tr - - - - 
Alcools          

n-16:0, 1-OH 0,5 0,3 0,9 0,1 0,1 tr 0,3 - 1,0 
n-18:0, 1-OH 0,2 0,2 0,4 0,1 0,1 1,0 0,2 0,1 0,8 
2Me-18:0, 1-OH - - - - - - tr - - 
i-19:1, 1-OH - - - - - - 0,6 - - 
i-19:0, 1-OH - - - - - - 0,1 tr tr 
i-19:0, 2-OH - - - - - - tr - - 
n-19:1ω10, 1-OH - - - 0,1 - - - - - 
n-19:1ω9, 1-OH - - - 0,3 - - - - - 
n-19:1ω8, 1-OH - - - tr - - - - - 
n-19:0, 1-OH - tr - 0,6 0,1 tr - - - 
n-19:0, 2-OH - - - tr - - - - - 
n-20:0, 1-OH - tr tr - tr 0,1 - tr - 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées aux β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, dont ils 
sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à 
l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influence sur ces lipides) représentent seulement entre 0,2 % et 2,3 
% des lipides totaux. 
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 En résumé, chez les deux espèces de Marinobacter que nous avons cultivées sur 

acétate, les principaux composés sont par ordre de grandeur décroissante les acides gras: 

16:0 > 18:1 > 16:1ω9 > 16:1ω7, M. aquaeolei 

18:1 > 16:0 > 16:1ω9 > 16:1ω7, M. hydrocarbonoclasticus 

Chez M. aquaeolei, les plus fortes proportions d'acide palmitique (31,6 % contre 22,4 %) et 

d'acide 16:1ω9 (17,7 % contre 10,6 %) sont contrebalancées par une présence moindre d'acide 

oléique (25,0 % contre 44,3 %). 

 

V.1.1.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

La composition des lipides labiles en milieu basique de M. aquaeolei cultivée sur 

acétate d'ammonium présente des similitudes avec celle de M. hydrocarbonoclasticus cultivée 

sur le même substrat. La distribution de ces lipides est caractérisée par la prédominance des 

acides gras saturés et insaturés (au total 56,2 %) et des quantités importantes de β-hydroxy 

acides constituant 42,5 % de cette fraction (Tableau IV.3). Ces deux classes de composés 

correspondent respectivement à 68,6 et 30,6 % des lipides labiles en milieu basique de M. 

hydrocarbonoclasticus.  

Les acides gras saturés sont nettement plus abondants que les insaturés. Ils 

représentent respectivement 36,2 et 19,1 % chez M. aquaeolei alors qu'ils sont dans des 

proportions presque égales dans le cas de cas de M. hydrocarbonoclasticus. Dans ces deux 

bactéries, la distribution des acides gras est caractérisée par une forte prédominance de 

composés normaux à nombre pair d'atomes de carbone. Les acides gras n-C12:0 et n-C16:0 sont 

les plus abondants (Tableau IV.5). Seuls deux acides gras ramifiés ont été observés: 10-Me-

C16:0 et 10-Me-C18:0, respectivement 0,8 et 0,1 % des lipides labiles en milieu basique. 

 Les acides n-C16:1 et n-C18:1 (ω9 et dans une moindre mesure ω7) sont les acides gras 

insaturés prédominants (plus de 90 % des acides gras insaturés)(Tableau IV.5 et IV.6) alors 

qu'ils ne représentent qu'approximativement 50 % dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus. 

Cette dernière bactérie se caractérise par des proportions importantes d'acides gras insaturés à 

courtes chaînes n-12:1 et n-14:1 (Tableau III.4, Lattuati et al., 2002). 

 Les β-hydroxy acides représentent une partie importante des lipides labiles en milieu 

basique. Ils sont essentiellement normaux à nombre pair d'atomes de carbone, caractérisés par 

une forte prédominance du n-β-12:0 (plus de 98 % des β-hydroxy acides, Tableau IV.3). Des 

β-méthoxy acides ont été également identifiés dans cette fraction, mais en raison de leur 
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origine artéfactuelle (voir chapitre III), leur pourcentage a été inclus avec celui des β-hydroxy 

acides. 

 

V.1.1.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Comme dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus, les lipides obtenus par hydrolyse 

acide des résidus des biomasses bactériennes de M. aquaeolei présentent une forte abondance 

en β-hydroxy acides, ces composés constituant 91,6 % de cette fraction contre 94,1 % chez M. 

hydrocarbonoclasticus (Tableau IV.4). Le n-β-12:0 est le composé prédominant cette série 

(99,0 %; Tableau IV.4), comme pour M. hydrocarbonoclasticus; les homologues inférieurs 

(n-10:0 et n-11:0) et supérieurs (n-13:0 et n-14:0) sont des composés très mineurs. 

Les acides gras sont également présents dans cette fraction, mais constituent des 

composés de moindre importance comparés aux deux fractions précédentes: 6,1 % (Tableau 

IV.4). Les acides n-16:1 et n-18:1 sont les seuls acides gras insaturés présents dans les lipides 

labiles en milieu acide de M. aqueolei (Tableau IV.5). 

Les alcools constituent 1,3 % de la fraction labile en milieu acide, alors qu'ils étaient 

complètement absents dans la même fraction chez M. hydrocarbonoclasticus. 

 

V.1.2. Cultures sur n-nonadécane 

 

 Les lipides de M. aquaeolei cultivée sur n-nonadécane contiennent les mêmes classes 

de composés que chez la bactérie cultivée sur acétate d'ammonium. Les distributions de ces 

lipides sont rapportées dans le tableau IV.5. 

 

V.1.2.1. Lipides "non liés" 

 

Les lipides "non liés" de M. aquaeolei cultivée sur n-C19 sont dominés par les acides 

gras, constituant plus de 96 % de cette fraction (Tableau IV.2). Les acides gras saturés et 

insaturés principaux sont les composés normaux à nombre impair d'atomes de carbone de C13 

à C19 (Tableaux IV.2 et IV.5). Les acides gras normaux saturés et insaturés sont dans des 

proportions presque égales (approximativement 45 % chacun; Tableau IV.2). Les principaux 

acides gras saturés identifiés sont (en abondance relative) les acides n-C17:0 (29,6 %) et n-C15:0 

(10,4 %). D'autres acides gras normaux tels que n-C13:0, n-C16:0 et n-C19:0 sont également 
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présents. En ce qui concerne les acides gras ramifiés, ils représentent 6,5 %: on observe 

essentiellement des composés ramifiés en position 10. Contrairement à la culture sur acétate 

d'ammonium les acides 10-Me-C15:0 et 10-Me-C17:0 sont plus abondants que leur homologues 

à chaîne principale paire. 

Les acides gras insaturés sont dominés par les acides n-C17:1 (au total 24,9 %) dont 

l'insaturation se trouve par ordre d'importance décroissance en ω8, ω10, ω9, comme chez M. 

hydrocarbonoclasticus. Deux autres séries d'acides gras insaturés à nombre impair d'atomes 

de carbone sont également présents: n-C15:1 (5,6 %) et n-C19:1 (1,9 %). En ce qui concerne les 

acides gras normaux à nombre pair d'atomes de carbone, les acides n-C16:1 et n-C18:1 (ω9 

prédominants) sont présents en plus faibles quantités que dans le cas de la culture sur acétate 

d'ammonium (8,2 et 3,5 % contre 26,7 et 28,4 % respectivement). 

 

 Les alcools saturés et insaturés sont des produits mineurs: 1,2 % des lipides "non liés". 

Les principaux composés sont ceux dérivant directement du n-nonadécane. Comme chez M. 

hydrocarbonoclasticus, l'alcool saturé primaire n-19:0,1-OH est prédominant (0,6 %), suivi 

du composé monoinsaturé n-19:1,1-OH (0,4 %). L'analyse par spectrométrie de masse des 

adduits DMDS de ces derniers composés, coéluant en CG, montre également la présence de 

trois isomères, par ordre d'importance décroissante: ω9, ω10 et ω8. Des traces d'alcool 

secondaire n-19:0,2-OH ont été aussi détectées. 

Enfin, quatre β-hydroxy acides ont été identifiés: n-19:0 (0,1 %), n-17:0, n-12;0 et n-

11:0, ces trois derniers à l'état de traces. Seuls les β-hydroxy acides n-19:0 et n-17:0 avaient 

été détectés chez M. hydrocarbonoclasticus. 

 

V.1.2.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Les lipides labiles en milieu basique de M. aquaeolei cultivée sur n-nonadécane 

contiennent les mêmes classes de composés que les fractions "non liés", avec cependant une 

distribution plus complexe. 

 Les acides gras et les β-hydroxy acides normaux sont les constituants les plus 

abondants: ils constituent respectivement 41,0 et 56,9 % de cette fraction (Tableau IV.3), 

alors que dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus les acides gras sont les composés 

prédominants (72,7 %; Tableau III.6). 
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La distribution des β-hydroxy acides est caractérisée par une forte contribution du n-β-

12:0 (63,3 % des β-hydroxy acides présents; Tableau IV.3). Des quantités appréciables de ses 

homologues supérieurs et inférieurs β-OH-11 (11,2 %) et β-OH-13 (9,6 %, saturés + 

insaturés) ont été également détectées (Tableau IV.5). Leur présence suggère qu'ils sont des 

métabolites de la dégradation du n-nonadécane. Un autre métabolite de la dégradation du n-

nonadécane a été identifié à l'états de traces: il s'agit du n-β-19:0. Ces résultats sont similaires  

avec ceux obtenus dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus où l'hydroxy acide prédominant 

est n-β-12:0 (60,2 % des β-hydroxy acides de cette fraction; tableau IV.3), accompagné de 

quantités importantes de ses deux homologues inférieur et supérieur à 11 et 13 atomes de 

carbone (Tableau III.4). 

 

Parmi les acides gras, les saturés sont prédominants (27,4 %: 25,2 % normaux et 2,2 % 

ramifiés; Tableau IV.3). Ils représentent environ le double de leur homologues insaturés (13,6 

%; Tableau IV.3), alors qu'ils étaient dans des proportions presque égales dans le cas de M. 

hydrocarbonoclasticus. Les acides gras normaux saturés sont essentiellement à nombre 

impair d'atomes de carbone. Les acides gras à courtes chaînes à 10, 11 et 12 atomes de 

carbone sont des composés minoritaires (< 5 %), l'acide n-C17:0 étant le composé le plus 

abondant (Tableau IV.5). 

Les acides gras insaturés sont en grande partie à nombre impair d'atomes de carbone; 

les composés n-17:1 (ω9 et ω8) sont prédominants (7 % des lipides de cette fraction, Tableau 

IV.5) comme chez M. hydrocarbonoclasticus (insaturation en position ω8 et ω10). 

 

V.1.2.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Comme dans le cas des cultures de M. hydrocarbonoclasticus sur alcanes normaux, les 

lipides labiles en milieu acide de M. aquaeolei cultivée sur n-nonadécane sont caractérisés par 

la prédominance des β-hydroxy acides à chaîne courte (73,4 % de cette fraction, Tableau 

IV.4). Le composé le plus abondant est le n-β-12:0, constituant 52,4 % (Tableau IV.5). Les β-

hydroxy acides à nombre impair d'atomes de carbone sont aussi présents en quantités 

importantes: le n-β-11:0 et n-β-13:0 contribuent respectivement pour 13,9 et 6,8 % de cette 

fraction (Tableau IV.5). 
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Par ailleurs, les acides gras constituent 23,0 % des lipides labiles en milieu acide 

(Tableau IV.4). La distribution de ces acides est caractérisée par la prédominance des 

composés saturés (plus de 90 % des acides gras de cette fraction). Ils sont essentiellement 

normaux à nombre pair d'atomes de carbone de n-C10:0 à n-C20:0, les composés les plus 

abondants comportent 14, 16 et 18 atomes de carbone.  

 

Enfin, les alcools sont des composés minoritaires dans cette fraction (1,1 %; Tableau 

IV.4). Ils présentent une distribution similaire à celle observée chez M. hydrocarbonoclasticus 

cultivée sur le même substrat: une prédominance des composés pairs essentiellement à 18 

atomes de Carbone (Tableaux IV.5 et III.5). 

 

V.1.3. Culture sur iso-nonadécane 

 

V.1.3.1. Lipides "non liés" 

 
 L'analyse par CG et CG/SM des lipides "non liés" de M. aquaeolei cultivée sur i-C19, 

montre la prédominance des acides gras de C12 à C20 (Tableaux IV.5), représentant plus de 96 

% de cette fraction. Les acides gras ramifiés sont les composés les plus abondants avec 68,8 

% (52,4 % saturés et 16,4 % insaturés; Tableau IV.2). Ces acides sont essentiellement iso à 

nombre impair d'atomes de carbone. Les acides gras normaux sont présents en moindre 

quantité (27,7 %) par comparaison aux cultures sur acétate d'ammonium et n-C19. 

 Le composé majoritaire des acides gras saturés ramifiés est l'iso-C17:0 (33,5 %; 

Tableau IV.5). Deux autres acides gras iso ont été identifiés en quantités importantes: il s'agit 

des acides i-C15:0 et i-C19:0. Une quantité appréciable d'acides gras portant deux ramifications 

méthyles (5,2 %; Tableau IV.5) est présente: il s'agit des 10,13-Me2-14:0, 8,15-Me2-16:0, 

10,15-Me2-16:0 et 10,17-Me2-18:0; les composés portant une ramification méthyle en 

position 10 sont ici minoritaires par rapport à la culture sur n-C19. Les acides gras ramifiés 

insaturés sont près de deux fois plus abondants dans les lipides "non liés" de M. aquaeolei que 

de M. hydrocarbonoclasticus (Tableau IV.2). Les acides gras ramifiés insaturés les plus 

abondants chez ces deux bactéries sont: i-C19:1 (ω9) et i-C17:1 (ω9 et ω7). De faibles quantités 

d'acides gras saturés iso à nombre pair d'atomes de carbone (2,2 %) sont également présentes. 
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En ce qui concerne les acides gras normaux, la distribution chez M. aquaeolei est 

caractérisée par un maximum au niveau de l'acide oléique (n-C18:1ω9) tout comme M. 

hydrocarbonoclasticus. 

 

Les alcools constituent 1,2 % des lipides "non liés" de M. aquaeolei (Tableau IV.2). 

Quatre alcools à 19 atomes de carbones ont été identifiés (Tableau IV.5): i-19:0,1-OH; i-

19:1,1-OH; i-19:0,2-OH et 2-Me-18:0,1-OH. 

 

 Enfin, seuls deux β-hydroxy acides ont été identifiés: i-β-19:0 (0,1 %) et n-β-12:0 (0,2 

%) (Tableau IV.5). 

 

V.1.3.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Comme dans le cas des cultures sur acétate d'ammonium et sur n-C19, les lipides 

labiles en milieu basique sont caractérisés par la prépondérance des β-hydroxy acides: 51,5 %, 

avec une forte contribution du n-β-12:0 (représentant plus de 90 % des β-hydroxy acides de 

cette fraction; Tableau IV.3). Les homologues inférieurs et supérieurs sont présents mais en 

faibles quantités. De plus une série de β-hydroxy acides iso, à nombre impair d'atomes de 

carbone a été identifiée. Son composé principal est l'i-β-OH-13:0 (2,0 %; Tableau IV.5). 

 Les acides gras saturés sont plus abondants que leurs homologues insaturés (34,5 %: 

19,7 % normaux et 14,8 % ramifiés; Tableau IV.3). Les acides gras saturés les plus abondants 

sont n-C12:0 et i-C17:0, 15,8 et 6,6 % respectivement (Tableau IV.5). Parmi les acides gras 

insaturés, les composés principaux sont n-C14:1ω9 et n-C18:1ω9. 

 Les alcools présents dans cette fraction sont peu nombreux et en faible quantité, ils 

sont normaux à nombre pair d'atomes de carbone. 

 

V.1.3.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Comme dans les cultures sur acétate d'ammonium et sur n-C19, les lipides labiles en 

milieu acide de M. aquaeolei cultivée sur i-C19 sont caractérisés par la prédominance des β-

hydroxy acides (59,0 % de cette fraction, Tableau IV.4). Le n-β-12:0 est le composé le plus 

abondant dans de cas de M. aquaeolei (94,7 % des β-hydroxy acides de cette fraction; 
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Tableau IV.4) comme chez M. hydrocarbonoclasticus (94 %). Les autres β-hydroxy acides 

sont ses homologues inférieurs n-10 et n-11, et supérieurs n-13, et l'iso-13:0. 

 

 Les acides gras labiles en milieu acide constituent 36,9 % de cette fraction (Tableau 

IV.4). Leur distribution est très complexe: les acides gras saturés sont les plus abondants 

(approximativement 75 % des acides gras de cette fraction), les composés ramifiés sont 

essentiellement iso impair caractérisés par de fortes contributions des acides à 17 et 15 atomes 

de carbone; les acides gras normaux saturés sont essentiellement pairs (n-C16:0 et n-C18:0 sont 

les deux composés les plus abondants; Tableau IV.5). Ces acides gras qui sont des composés 

minoritaires dans la fraction lipidique équivalente de M. hydrocarbonoclasticus ne 

parviennent pas d'une extraction incomplète des lipides labiles en milieu basique. En effet, le 

n-C12:0, l'acide gras majoritaire labile en milieu basique, n'a pas été détecté dans cette fraction. 

 Des alcools ont été aussi détectés dans cette fraction leur distribution est similaire à 

celle de M. hydrocarbonoclasticus: ils sont normaux, à 16 et 18 atomes de carbone. 
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V.2. DISCUSSION 

 

V.2.1. Influence de la nature de la source de carbone sur la composition lipidique 

 

 Les compositions lipidiques des deux espèces de Marinobacter offrent de nombreuses 

similitudes: la structure des lipides, notamment des acides gras, dépend fortement de celle du 

substrat. Dans les deux cas, une source de carbone à nombre de carbone pair induit la 

formation d'acides gras à nombre pair d'atomes de carbone, essentiellement C16 et C18. Le 

contraire est observé dans le cas d'un substrat à nombre d'atomes de carbone impair, comme 

les alcanes n-C19 et i-C19. On peut cependant noter une plus grande abondance des composés 

C18 par rapport au C16 chez M. hydrocarbonoclasticus, alors que l'inverse se manifeste chez 

M. aquaeolei. 

 La principale différence entre les deux espèces concerne les composés ramifiés en 

milieu de chaîne. Alors que leur présence est aléatoire chez M. hydrocarbonoclasticus, ils 

sont toujours présents chez M. aquaeolei. Chez cette dernière leur structure varie en fonction 

du substrat. Lors de la culture sur acétate d'ammonium, les deux acides méthylés principaux 

détectés ont une chaîne alkyle comportant un nombre d'atomes de carbone pair: 10-Me-16:0 

et 10-Me-18:0, dans la culture sur n-C19, à ces deux acides, s'ajoutent deux composés dont la 

chaîne principale comporte un nombre impair d'atomes de carbone: 10-Me-15:0 et 10-Me-

17:0. Enfin, dans la culture sur i-C19, tous ces composés mono-méthylés ont quasiment 

disparu au profit d'acides gras diméthylés comportant un méthyle en position subterminale 

(iso) et un en milieu de chaîne en position 10: 10,13-Me2-14:0, 10,15-Me2-16:0 et 10,17-Me2-

18:0, en position 8: 8,15-Me2-14:0 ou en position 6: 6,13-Me2-14:0. La structure de ces 

composés suggère qu'ils dérivent d'acides gras monoinsaturés normaux pour les acides 

monométhylés, ou monoinsaturés iso pour les acides diméthylés, par méthylation d'une 

insaturation, la S-adenosylméthionine agissant probablement comme donneur de groupement 

méthyle. L'intervention d'une telle réaction a été démontrée pour la biosynthèse de l'acide 

tuberculostéarique (10-Me-18:0) chez Mycobacterium tuberculosis (Fulco, 1983). 

La présence des acides méthylés en position 10 chez M. aquaeolei confirme qu'ils ne 

sont pas spécifiques des bactéries du genre Desulfovibrio (Parkes et al., 1993; Doumenq et al., 

1999, 2000) ou Mycobacterium (Brennan, 1988).  
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V.2.2. Variation de la composition en β-hydroxy acides 

 

 L'influence de la source de carbone sur la structure des β-hydroxy acides de M. 

aquaeolei est très similaire à celle révélée dans le cas de M. hydrocarbonoclasticus aussi bien 

en ce qui concerne ceux dérivant du métabolisme des hydrocarbures que ceux liés aux LPS. 

Ces derniers, de très loin les plus abondants, sont dominés par le β-hydroxy acide n-β-OH-

12:0. Ceci suggère pour le lipide A des LPS des deux espèces de Marinobacter, une structure 

telle que celle présentée dans la Figure IV.8, certains groupements hydroxyles des chaînes 

alkyles étant estérifiés par des acides gras saturés. Une proportion appréciable de β-hydroxy 

acides normaux à nombre de carbone impair, est acceptée dans les LPS lorsque la bactérie est 

cultivée sur C19, jusqu'à 21 % dans le cas des β-hydroxy acides liés par liaison amide. Par 

comparaison seule une faible proportion de β-hydroxy acide iso peuvent être inclus dans les 

LPS. 

O
H2O3PO

O
O

O
O-PO3H2

O

NHNH
O

HO O

HO

O

HO
O

HO

β-C12

3'
2'

3
2

HO

β-C12
β-C12 β-C12  

 

Figure IV.8. Structure simplifiée du lipide A des deux espèces de Marinobacter. 

 

V.2.3. Métabolisme des hydrocarbures 

 

 Au vu des résultats des analyses des lipides non liés de M. aquaeolei, il apparaît que la 

dégradation des hydrocarbures s'effectue comme chez M. hydrocarbonoclasticus: oxydation 

terminale en alcools, puis en acides, suivie d'une β-oxydation. L'oxydation subterminale en 

alcool secondaire, tout comme l'oxydation terminale du côté de la terminaison stériquement 

encombrée sont des voies minoritaires. 
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VI. DISTRIBUTION DES LIPIDES D'A. CALCOACETICUS EN FONCTION DE LA SOURCE 

DE CARBONE ET COMPARAISON AVEC M. HYDROCARBONOCLASTICUS 

 

VI.1. Résultats 

 

 Comme nous l'avons vu au début de ce chapitre, une des principales caractéristiques 

d'A. calcoaceticus du point de vue de la composition lipidique est la présence d'α-hydroxy 

acides en quantité substantielle, alors qu'un seul de ces composés a été trouvé à l'état de trace 

dans une culture de M. hydrocarbonoclasticus. L'analyse détaillée des lipides isolés des 

cultures sur acétate, n-nonadécane et iso-nonadécane a révélé plusieurs autres différences. 

 

VI.1.1. Culture sur acétate 

 

VI.1.1.1. Lipides "non liés"  

 
 Comme chez les deux espèces de Marinobacter cultivées sur le même substrat, les 

acides gras représentent plus de 95 % des lipides "non liés" (Tableau IV.2). De même les 

acides palmitique (16:0) et oléique (18:1ω9) sont les acides prépondérants (34,8 % et 30,5 %, 

respectivement; Tableau IV.6); viennent ensuite les acides gras monoinsaturés 16:1ω7 

(palmitoléique) et 16:1ω9, dont les proportions sont inversées par rapport à M. aquaeolei (ici 

20,2 et 5,2 % respectivement). Aucun acide gras à chaîne hydrocarbonée ramifiée n'a été 

détecté. Au total les acides gras insaturés étaient dominants (57,8 %) par rapport aux saturés 

(37,4 %) (Tableau IV.2). De plus seuls trois acides gras à nombre impair d'atomes de carbone 

ont été identifiés , n-15:0 (0,5 %), n-17:0 (0,1 %) et n-17:1ω8 (0,4 %) (Tableau IV.6).  

 Une série d'une dizaine d'alcools allant de C12 à C18, représentaient au total 3,5 % des 

lipides extractibles (Tableau IV.2), les principaux étant les composés 16:0, 1-OH (1,2 %) et 

18:1, 1-OH (1,0 %). 

 Enfin, une très faible quantité de β-hydroxy acides a été décelée (≈ 1 %), 

essentiellement l'acide n-β-OH-12:0 (0,9 %; Tableau IV.6). 
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Tableau IV.6. Composition lipidique d'Acinetobacter calcoaceticus en fonction de la source de carbone. 
Lipides Acétate d’ammonium n-C19 i-C19 

 "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 
Acides gras saturés          
n-10:0 - 1,2 0,3 - 5,3 - - - - 
n-11:0 - - tr - 7,1 - - - - 
n-12:0 0,2 24,5 1,4 - 12,6 - - 8,4 - 
n-13:0 - - - - 0,6 - - - - 
n-14:0 0,4 2,3 0,1 0,2 0,2 0,6 tr tr - 
i-15:0 - - - tr - - 5,9 2,5 - 
n-15:0 0,5 0,7 0,2 8,1 2,9 tr - - - 
i-16:0 - - - - - - 5,9 1,2 - 
n-16:0 34,8 9,4 5,6 2,8 1,1 0,4 2,4 3,8 1,5 
i-17:0 - - - tr - - 41,1 9,8 - 
n-17:0 0,1 tr 0,3 23,1 4,1 0,1 - - - 
i-18:0 - - - - - - 1,1 - - 
n-18:0 1,4 2,1 0,9 0,3 0,1 0,2 - - - 
2Me-18:0 - - - - - - tr - - 
i-19:0 - - - - - - 1,2 - - 
n-19:0 - - - 1,1 0,1 - - - - 
Acides gras insaturés          
n-11:1 ω8 - - - - 0,1 - - - - 
n-12:1 ω9 - 0,3 - - 0,3 - - - - 
n-13:1 ω10 - - - - 2,2 - - - - 
i-15:1 ω9 - - - - - - 0.5 - - 
n-15:1 ω10 - - - 0,2 tr - - - - 
n-15:1 ω9 - - - 0,1 tr - - - - 
n-15:1 ω8 - - - tr 0,1 - - - - 
n-15:1 ω6 - - - 0,6 - - - - - 
n-16:1 ω9 5,2 0,3 - 0,1 tr - - - - 
n-16:1 ω8 tr - - - tr - - - - 
n-16:1 ω7 20,2 2,2 0,2 0,4 tr - 1,7 2,3 - 
n-16:1 ω6 0,6 - - - - - - - - 
i-17:1 ω9 - - - - - - 3,0 0,7 - 
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Lipides Acétate d’ammonium n-C19 i-C19 
 "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 
i-17:1 ω8 - - - - - - 0,4 0,7 - 
i-17:1 ω7 c - - - - - - 2,0 0,3 - 
i-17:1 ω7 t - - - - - - 0,2 - - 
n-17:1 ω10 - - - 2,2 - - - - - 
n-17:1 ω9 - - - 23,0 3,7 - - - - 
n-17:1 ω8 c 0,4 - - 17,7 4,0 - - - - 
n-17:1 ω8 t - - - 0,4 - - - - - 
n-17:1 ω7 - - - 0,7 - - - - - 
n-17:1 ω6 - - - 0,9 tr - - - - 
n-17:1 ω5 - - - 0,2 - - - - - 
i-18:1 ω8 c - - - - - - 1,4 - - 
i-18:1 ω8 t - - - - - - 0,1 - - 
n-18:1 ω9 c 30,5 7,4 1,4 5,4 1,4 - - - - 
n-18:1 ω9 t - 0,3 - - - - - - - 
n-18:1 ω7 0,9 - - - tr - - - - 
i-19:1 ω9 - - - - - - 30,5 8,1 - 
n-19:1 ω10 - - - 5,7 0,8 - - - - 
n-19:1 ω9 - - - 1,7 tr - - - - 
n-19:1 ω8 - - - 0,2 - - - - - 
n-19:1 ω7 - - - 0,3 - - - - - 
β-hydroxy acides          
n-10:0, OH tr 0,2 - tr 0,5 - - - - 
n-11:0, OH - tr - tr 5,9 1,5 - 0,4 - 
n-12:0, OH 0,9 19,4 17,4 0,5 22,6 51,3 0,9 29,2 36,4 
i-13:0, OH - - - - - - - tr - 
n-13:0, OH - 0,3 2,1 - 2,3 26,8 tr 0,6 6,4 
n-14:1, OH - - - - - - - - - 
n-14:0, OH tr 0,5 30,9 tr 0,3 14,0 - 0,6 51,8 
n-15:0, OH - - - - tr 0,2 - - 1,3 
n-16:0, OH tr tr tr - - tr - - - 
n-18:0, OH tr - - - - - - - - 
n-19:0, OH - - - 0,1 tr - - - - 
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Lipides Acétate d’ammonium n-C19 i-C19 
 "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 
α-Me-n-13:0, OH - - - - tr tr - - - 
α-Me-n-14:0, OH - - - - - tr - - - 
α-Me-n-15:0, OH - - - - - tr - - - 
α-hydroxy acides          
n-10:0, OH - tr - - 0,4 tr - - - 
n-11:0, OH - - - - 1,2 tr - tr - 
n-12:0, OH - 13,9 2,4 - 17,0 0,9 0,5 26,9 tr 
n-13:0, OH - - - - 1,1 tr- - 0,4 - 
Alcools          

n-12:0, 1-OH 0,1 0,1 0,3 - - 0,1 - - - 
n-14:0, 1-OH 0,1 0,3 0,6 tr - tr - - - 
n-15:0, 1-OH 0,1 - - 0,1 - - - - - 
n-16:1 ω9, 1-OH 0,4 - - - - - - - - 
n-16:1 ω7, 1-OH 0,1 - - - - - - - - 
n-16:0, 1-OH 1,2 4,9 12,4 0,1 0,3 0,1 0,2 0,3 0,5 
n-17:0, 1-OH tr - - 0,1 - - - - - 
n-18:1ω9, 1-OH 1,0 5,0 14,2 - 0,4 - - - - 
n-18:1ω7, 1-OH 0,1 0,8 1,5 - tr - - - - 
n-18:0, 1-OH 0,4 2,6 6,8 0,1 0,2 0,1 0,1 0,2 tr 
2-Me-18:0, 1-OH - - - - - - 0,1 - - 
i-19:0, 1-OH - - - - - - 0,3 tr - 
n-19:1ω9, 1-OH - - - 1,1 - - - - - 
n-19:0, 1-OH - 0,3 - 1,5 0,1 - - - - 
n-19:0, 2-OH - - - 0,2 tr - - - - 
n-20:0, 1-OH tr tr 0,3 - tr - - - - 

 
# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement aux β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de 

carbone, à partir desquels sont dérivés. 
* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits identifiés (mais non répertoriés dans ce tableau car présents à 

l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur ces lipides) représentant entre 0,3 % et 3,6 % des 
lipides totaux. 
 c: cis, t: trans 
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VI.1.1.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Dans cette fraction, les acides voient leur part diminuer à 50,7 % (Tableau IV.3). On 

assiste à une forte diminution des acides insaturés 16:1 et 18:1, et saturé 16:0, en partie au 

profit de l'acide laurique 12:0 (24,5 %) alors que celui ci n'était qu'un composé très mineur 

dans la fraction précédente. 

 Les hydroxy acides constituent 34,3 % des lipides labiles en milieu basique, se 

répartissant en dérivés β (20,4 %) et α (13,9 %) (Tableau IV.3). Le composé n-12:0 

correspond à la quasi totalité des α-hydroxy acides et à environ 95 % des β-hydroxy acides 

(Tableau IV.3 et IV.6). Dans le cas des α-hydroxy acides, des traces de n-10:0 ont été 

décélées, et dans celui des β de faibles proportions de n-10:0, n-13:0 et n-14:0ont été 

observées. 

 Quant aux alcools, ils représentaient 14,0 % des lipides labiles en milieu basique 

(Tableau IV.3). Ce taux assez surprenant par sa forte valeur comparée aux autres bactéries, 

correspond à 2 % des lipides totaux. De même, le taux des alcools de la fraction extractible 

précédente (lipides "non liés") correspond à 3,5 % de la fraction et 2,6 % des lipides totaux. 

Les alcools prépondérants sont n-16:0, 1-OH (4,9 %), n-18:1ω9, 1-OH (5,0 %) et n-18:0, 1-

OH (2,6 %). 

 

VI.1.1.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Les acides gras ne représentent que 10,4 % des lipides dans cette fraction, ils sont 

essentiellement saturés (8,8 %) et pairs, de C10 à C18 (Tableaux IV.4 et IV.6). L'α-hydroxy 

acide n-12:0 est ici un composé mineur (2,4 %). Par contre, les β-hydroxy acides totalisent 

50,4 % des lipides labiles en milieu acide. Ils se partagent essentiellement en dérivés n-14:0 

(30,9 %) et n-12:0 (17,4 %) aux quels s'ajoute un dérivé n-13:0 minoritaire (2,1 %). 

 La proportion d'alcools est ici inhabituelle: 36,1 % des lipides labiles en milieu acide, 

soit 3,9 % des lipides totaux. Au total la somme des pourcentages des alcools, par rapport aux 

lipides totaux atteint 8,5 %. Les alcools principaux de cette fraction sont toujours n-16:0, 1-

OH (12,4 %), n-18:1ω9, 1-OH (14,2 %) et n-18:0, 1-OH (6,8 %). 
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VI.1.2. Culture sur n-nonadécane 

 

VI.1.2.1. Lipides "non liés" 

 

 Les proportions d'une part des acides par rapport aux lipides de cette fraction, et 

d'autre part des saturés par rapport aux insaturés, sont très voisines de celles observées dans 

les lipides "non liés" de la culture sur acétate; de plus il s'agit uniquement de composés 

normaux (Tableau IV.2). Le changement de substrat entraîne une modification de la parité des 

acides: les acides à nombre de carbones pair, n-14 à n-18 (saturés + insaturés) totalisent 5,2 % 

des lipides, alors que ceux impairs en totalisent 90,2 %. Les acides gras à 17 carbones 

représentent 68, 2 % des lipides contre environ 55 % chez les deux espèces de Marinobacter 

(Tableau IV.2). Trois composés se détachent: n-17:0 (23,1 %), n-17:1ω9 (23,0 %) et n-

17:1ω8 (17,7 %). Chacune des séries d'acides n-C15 et n-C19 (saturés + insaturés) participent 

pour 9 % aux lipides "non liés". 

 Quelques β-hydroxy acides ont été identifiés dont les β-OH-n-19:0 et β-OH-n-12:0 

(respectivement 0,1 et 0,5 % des lipides "non liés"; Tableau IV.6). 

 La proportion d'alcool est similaire à celle observée lors de la culture sur acétate 

(Tableau IV.2). Les composés principaux sont ceux dérivant de l'oxydation du n-nonadécane, 

c'est à dire n-19:0, 1-OH (1,5 %), n-19:0, 2-OH (0,2 %) et n-19:1ω9, 1-OH (1,1 %) (Tableau 

IV.6) 

 

VI.1.2.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Les acides saturés, représentant 34,1 % des lipides labiles en milieu basique sont 

essentiellement à courte chaîne: n-10:0, n-11:0 et n-12:0 (respectivement 5,3 %, 7,1 % et 12,6 

%; Tableau IV.6). Parmi les acides insaturés (12,6 %; Tableau IV.3), les composés à nombre 

de carbone impair dominent, dont n-17:1ω8 (4 %) et ω7 (3,7 %). 

 Les hydroxy acides, relativement plus abondants que dans la culture sur acétate (51,3 

% des lipides labiles en milieu basique contre 34,3 %), ont une distribution assez semblable. 

Comme différence on peut noter cependant une augmentation des proportions d'hydroxy 

acides à nombre impair d'atomes de carbone (11 et 13) aussi bien α que β. Les α et β-hydroxy 

acides n-12:0 sont les composés largement prépondérants (respectivement 17,0 et 22,6 % des 
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lipides labiles en milieu basique; Tableau IV.6); ils représentent 86 % et 71,5 % des α- et β-

hydroxy acides, respectivement. 

 La proportion d'alcools chute considérablement par rapport à la fraction labile en 

milieu basique de la culture sur acétate d'ammonium (1 % contre 14 %, Tableau IV.3), les 

principaux étant les alcools primaires n-16:0, n-18:1ω9 et n-18:0. 

 

VI.1.2.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 La part des acides gras devient marginale (1,3 %), ce sont les composés saturés, 

normaux à 14, 16, 17 et 18 carbones. En ce qui concerne les α-hydroxy acides; l'α-hydroxy n-

12:0 ne représente que 0,9 % des lipides labiles en milieu acide. La proportion des β-hydroxy 

acides atteint 93,8 %, essentiellement répartis entre les dérivés n-12:0 (51,3 %), n-13:0 (26,8 

%) et n-14:0 (14 %). Une série de trois β-hydroxy acides, α-méthylés, allant de n-12:0 à n-

14:0 a été tentativement identifiée. Ces composés rarement identifiés chez les 

microorganismes (Haeffner et al., 1977), n'étaient cependant présents qu'à l'état de traces.  

 Les alcools quant à eux n'occupent qu'une place marginale (0,3 %). 

 

VI.1.3. Culture sur iso-nonadécane 

 

VI.1.3.1. Lipides "non liés" 

 

 La proportion d'acides gras atteint près de 97 %, comme chez M. aquaeolei cultivée 

sur le même substrat (Tableau IV.2). Le fait remarquable est la prépondérance massive des 

composés ramifiés par rapport aux composés normaux. En effet, les acides gras ramifiés 

représentent près de 96 % des acides gras, contre 70 % chez M. aquaeolei et 61 % chez M. 

hydrocarbonoclasticus cultivées sur le même iso-alcane. Deux composés dominent: chez les 

saturés, i-17:0 (41,1 % des lipides extractibles) et chez les insaturés, l'acide i-19:1ω9 (30,5 %) 

(Tableau IV.6). Parmi les acides gras normaux, seul l'acide palmitique a été détecté en 

quantité appréciable (2,4 %). 

 Par ailleurs, aucun β-hydroxy acide (ni α, d'ailleurs) dérivé de l'oxydation de l'iso-

nonadécane n'a été identifié. Seuls les α- et β-hydroxy acides n-12:0 étaient présents 

(respectivement 0,5 et 0,9 % des lipides extractibles). Quant aux alcools leur proportion 

chutait à 0,7 %; ils comprenaient deux alcools primaires dérivés de l'oxydation de l'iso-
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nonadécane à chacune des deux extrêmités: i-19:0, 1-OH (0,3 %) et 2-Me-18:0, 1-OH (0,1 

%), et deux alcools normaux n-16:0, 1-OH et n-18:0, 1-OH (0,2 % et 0,1 % respectivement). 

 

VI.1.3.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Par rapport aux lipides "non liés" la part relative des acides gras normaux augmente 

(14,3 %) par rapport à celle des ramifiés (23,3 %) (Tableau IV.3). Les premiers sont 

représentés essentiellement par les acides laurique (8,4 %) et palmitique (3,8 %), et les 

seconds par les acides i-17:0 (9,8 %) et i-19:1ω9 (8,1 %) (Tableau IV.6). 

 Les hydroxy acides (58,1 %) sont plus abondants que dans les mêmes fractions 

lipidiques des cultures sur acétate et n-nonadécane (Tableau IV.3). Dans la répartition entre 

dérivés α et β, la proportion des premiers (46,9 % des hydroxy acides labiles en milieu 

basique) est voisine de ce qu'elle était dans le cas de la culture sur acétate (40,5 %). Les 

hydroxy acides n-12:0 représentent 98 % des dérivés α, et 95 % des dérivés β. Aucun 

hydroxy acides iso n'a été décelé. 

 

VI.1.3.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Les proportions entre alcools, acides et hydroxy acides dans les lipides labiles en 

milieu acide de la culture sur alcane i-C19 sont les mêmes que dans le cas de la culture sur n-

C19. Les β-hydroxy acides sont très prépondérants (95,9 %; Tableau IV.4), avec par ordre 

décroissant: n-14:0 (51,8 %), n-12:0 (36,4 %) et n-13:0 (6,4 %), c'est à dire une distribution 

très différente de celle observée dans le cas de la culture sur n-C19 (Tableau IV.6). Les acides 

et les alcools sont très minoritaires (1,5 et 0,5 % des lipides labiles en milieu acide, 

respectivement). 

 

VI.2. Discussion  

 

VI.2.1. Influence de la nature de la source de carbone sur la composition lipidique 

 

 L'influence de la source de carbone sur la composition en acides gras d'A. 

calcoaceticus est beaucoup plus marquée que chez les deux espèces de Marinobacter, tant du 

point de vue de la parité que de la ramification. En effet, sur n-C19, environ 90 % des lipides 

"non liés" ont un nombre impair d'atomes de carbone, contre environ 1 % lors de la culture 



 234

sur acétate, et sur i-C19 plus de 90 % de lipides sont de type iso. Cette très forte proportion de 

lipides iso, est typique de certaines bactéries Gram-positives (O'Leary et Wilkinson, 1988; 

Kaneda, 1991). Une telle variation dans la composition lipidique des membranes cellulaires 

montre qu'il faut être prudent lorsque de tels composés sont utilisés à des fins taxonomiques. 

 

VI.2.2. Influence de la source de carbone sur la composition en alcools 

 

 Deux types d'alcools peuvent être considérés chez A calcoaceticus. Les alcools gras à 

nombre d'atomes de carbone pair, essentiellement C16 et C18, et ceux à nombre impair, c'est à 

dire C19. Comme nous l'avons vu lors de la présentation de cette bactérie, une de ses 

caractéristiques est la synthèse et l'accumulation d'esters d'acides gras et d'alcools gras 

essentiellement en C16 et C18 (Fixter et al., 1986). En raison de leur faible polarité, ces esters 

sont extraits au chloroforme/méthanol et leurs parties acides gras et alcools gras se retrouvent 

donc dans la fraction des lipides "non liés". L'origine des alcools gras présents en très fortes 

proportions dans la culture sur acétate dans les lipides labiles en milieu basique et labiles en 

milieu acide (respectivement 14 et 36 %), est beaucoup plus incertaine. Dans le cas des 

alcools présents dans les lipides labiles en milieu basique, une extraction incomplète au 

chloroforme/méthanol pourrait être avancée. Une telle hypothèse est difficilement 

envisageable dans le cas des alcools labiles en milieu acide. A notre connaissance, seule une 

liaison de type "glycoside-liaison ether", en position 1 d'une partie sucre, pourrait être avancée 

(Voir chapitre III). Cependant l'existence de tels composés si tant est qu'elle se vérifie, ne 

permet pas d'expliquer la forte chute des proportions d'alcools C16 et C18 pour les lipides 

labiles en milieu basique et en milieu acide dans les cultures d'A. calcoaceticus sur 

hydrocarbures. 

En ce qui concerne les alcools C19 normaux et ramifiés, ils dérivent de l'oxydation des 

hydrocarbures n-C19 et i-C19, respectivement. 

 

VI.2.3. Variation de la composition en hydroxy acides 

 

 A. calcoaceticus présente le profil en hydroxy acides le plus complexe de toute notre 

étude. En effet, lors du traitement basique de la biomasse obtenue lors de la culture sur 

acétate, un mélange d'α- et de β-hydroxy acides 12:0, dans un rapport α/β de 2/3 est obtenu. 

Ces deux acides estérifient dans les lipides A des LPS les fonctions OH en position 3 et 3' des 

dimères de glucosamine. Par ailleurs, l'hydrolyse acide des fonctions amides situées aux 
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positions 2 et 2' libère un mélange de β-hydroxy acides 12:0 et 14:0, approximativement dans 

un rapport 2/3. Cette distribution est concordante avec celle trouvée par Goossens et al 

(1989a) pour une autre souche, mais elle diffère de celle établie par Wollenweber et al.(1984) 

qui n'ont pas détecté de β-hydroxy acide 14:0. La Figure IV.9 présente une des structures 

possibles du lipide A d'A. calcoaceticus. En plus de ces hydroxy acides prépondérants, 

quelques autres, mineurs, sont également présents. 

 Le remplacement de l'acétate par les hydrocarbures n-C19 et i-C19 a peu d'influence sur 

la distribution des hydroxy acides libérés en milieu basique: les α- et β-hydroxy acides 12:0 

sont toujours dominants. On peut cependant noter une augmentation de la proportion des β-

hydroxy acides à nombre d'atomes de carbone impairs (11:0 et 13:0), et l'apparition d'α-

hydroxy acides également à nombre d'atomes impairs (11:0 et 13:0) dans le cas de la culture 

sur n-C19. Par comparaison les β-hydroxy acides liés par liaisons amides apparaissent 

beaucoup moins spécifiques. En effet, dans la culture sur n-C19, une grande proportion de β-

hydroxy acide 13:0 a été identifiée, dans les lipides labiles en milieu acide. 

 Il apparaît donc que la spécificité vis à vis des longueurs de chaînes des β-hydroxy 

acides dépend de la nature de la liaison, ester ou amide. 
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Figure IV.9. Une des structures possibles du lipide A d'A. calcoaceticus. 
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VI.2.4. Métabolisme des hydrocarbures 

 

 L'identification des alcools C19 suggère fortement que le métabolisme des 

hydrocarbures procède chez cette souche d'A. calcoaceticus selon la voie classique 

d'oxydation en alcool primaire au moyen d'hydroxylases suivie d'une oxydation en acides gras 

puis par β-oxydations successives, et non par l'oxydation au moyen de dioxygénases (Sakai et 

al., 1996). L'oxydation en alcool du côté le moins encombré est privilégiée, et l'oxydation 

subterminale est une voie minoritaire par rapport à l'oxydation terminale. 

 

VII. INFLUENCE DE LA SOURCE DE CARBONE SUR LA COMPOSITION LIPIDIQUE DE 

PSEUDOMONAS OLEOVORANS 59.11T 

 

VII.1. RESULTATS 

 

 P. oleovorans dégradant les alcanes et les alcènes à chaînes courtes (de C6 à C12) a été 

sélectionnée pour étendre cette étude. Elle a été cultivée sur le même substrat soluble que les 

précédentes bactéries, à savoir l'acétate d'ammonium, ainsi que sur deux alcanes n-C8 et 2-

Me-C7) comme source unique de carbone et d'énergie. Les cultures sur ces deux alcanes ont 

été effectuées en suivant le même protocole utilisé pour M. hydrocarbonoclasticus, M. 

aquaeolei et A. calcoaceticus. Les biomasses bactériennes sèches récupérées des milieux de 

culture par ultracentrifugation suivie d'une lyophilisation ont été extraites en suivant la 

procédure analytique représentée à la Figure II.1. 

 L'identification des composés lipidiques présents dans chaque fraction ("non liés", 

labiles en milieu basique et labiles en milieu acide) obtenue à partir des cultures sur chaque 

source de carbone, a été réalisée en CG/SM par analyse des spectres de masse des dérivés 

TMSi, DMDS et N-acylpyrrolidides. La structure de certains composés a été déterminée par 

comparaison avec les spectres de masse des composés standards notamment les acides gras 

comportant un cyclopropane dans la chaîne aliphatique. Des coinjections en CG avec des 

standards ont été également effectuées. 

Les lipides extraits des biomasses bactériennes de P. oleovorans cultivée sur acétate 

d'ammonium, n-C8 et 2-Me-C7 contiennent les mêmes classes de composés que les lipides de 

M. hydrocarbonoclasticus cultivée sur acétate d'ammonium et sur alcanes. Ces lipides 

comprenaient des acides gras normaux et ramifiés, des alcools et des β-hydroxy acides. Le 
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Tableau IV.7 montre la distribution des ces composés dans chaque fraction pour les trois 

cultures. 

 

VII.1.1. Culture sur acétate d'ammonium 

 

VII.1.1.1. Lipides "non liés" 

 

 Les acides gras largement prédominants (97,6 %) se répartissent en composés 

normaux saturés (18,3 %), normaux insaturés (73,3 %) et cyclopropaniques (6,0 %) (Figure 

IV.10). Leurs distributions sont relativement simples. En effet, l'acide palmitique (15,7 %) 

domine largement les saturés, et l'acide cis-vaccénique, 18:1ω7c (55,6 %) les insaturés. Ce 

dernier est accompagné par l'acide palmitoléique, 16:1ω7c (12,3 %), ainsi que par leurs 

isomères respectifs trans, 18:1ω7t (2,3 %) et 16:1ω7t (3,1 %) (Tableau IV.7). Deux acides 

cyclopropaniques, 17∇ω7,8 et 19∇ω7,8 sont présents (respectivement 4,8 et 1,2 %; Tableau 

IV.7). Une très faible quantité de β-hydroxy acide n-12:0 a été décelée (0,1 %) ainsi que des 

quantités plus substantielles d'alcools primaires à nombre de carbone pair de C12 à C18 (1,6 % 

au total). 

 

VII.1.1.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 La distribution dans cette fraction diffère de la précédente essentiellement par une 

chute importante de la proportion des acides gras insaturés (12,3 %) compensée par un fort 

taux d'acide laurique (32,7 %) et de β-hydroxy acides (38,6 %) (Figure IV.11, Tableau IV.7). 

L'acide β-hydroxy-n-10:0 est largement dominant (plus de 93 % des β-hydroxy acides), il est 

accompagné du β-hydroxy acide n-12:0. 

 

VII.1.1.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Les β-hydroxy acides représentent 91,5 % des lipides labiles en milieu acide; à plus de 

98 % il s'agit du β-hydroxy-n-12:0 (Figure IV.12), accompagné de quantités mineures de ses 

homologues inférieurs n-10:0 et n-11:0 et supérieurs n-13:0 et n-14:0 (Tableau IV.7). Les 

acides gras normaux saturés et les alcools correspondent respectivement à 4,7 % et 1,9 % de 

cette fraction lipidique. 
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Culture sur acétate d'ammonium 

 
Culture sur n-C8 

 
Culture sur i-C8 

 
 

Figure IV.10. Abondances relatives des différentes classes de lipides "non liés" de P. 

oleovorans cultivée sur Acétate d'ammonium, n-C8 et i-C8. 
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Culture sur acétate d'ammonium 

 
Culture sur n-C8 

 
Culture sur i-C8 

 
 

Figure IV.11. Abondances relatives des différentes classes de lipides labiles en milieu basique 

de P. oleovorans cultivée sur Acétate d'ammonium, n-C8 et i-C8. 
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Culture sur acétate d'ammonium 

 
Culture sur n-C8 

 
Culture sur i-C8 

 
 

Figure IV.12. Abondances relatives des différentes classes de lipides labiles en milieu acide 

de P. oleovorans cultivée sur Acétate d'ammonium, n-C8 et i-C8.
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Tableau IV.7. Composition lipidique de Pseudomonas oleovorans en fonction de la source de carbone. 

Acétate d’ammonium n-C8 2-Me-C7 Lipides "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

Acides gras saturés 
n-12:0 0,1 32,7 - 1,6 16,2 0,1 2,2 0,7 0,6 
n-13:0 tr - - 0,1 0,1 - - - - 
i-14:0 - - - 0,1 0,4 - - - - 
n-14:0 0,4 0,2 0,2 2,0 0,7 2,5 5,8 tr 2,4 
i-15:0 - - - 1,0 2,8 0,1 - - 0,1 
ai-15:0 - - - 1,7 6,4 0,3 0,2 - 0,1 
n-15:0 tr 0,7 0,3 2,4 0,7 0,5 5,4 2,8 1,6 
i-16:0 - - - 0,5 1,8 0,8 0,5 - - 
n-16:0 15,7 11,8 2,2 27,9 22,0 9,8 27,3 23,7 14,8 
i-17:0 - - tr - 0,2 - 0,1 - 0,1 
ai-17:0 - - - - 0,4 - - - 0,3 
n-17:0 0,1 0,6 0,2 1,1 0,4 0,8 7,9 8,5 1,6 
n-18:0 1,8 1,1 1,3 9,0 1,7 5,1 6,9 4,1 3,8 
n-19:0 0,2 - 0,2 - tr 0,5 0,6 0,2 0,2 
n-20:0 - tr 0,3 0,5 tr 0,5 0,1 0,2 0,2 
Acides gras insaturés          
n-12:1 ω7  - 0,2 - - 0,7 - - - - 
n-14:1 ω7  - 0,8 - - 1,4 - - - - 
n-15:1 ω10  - - - - - - 0,2 1,1 - 
n-15:1 ω9  - - - - - - 0,6 - - 
n-16:1 ω10  - - - - 0,7 - 1,0 1,5 - 
n-16:1 ω9  - - - 0,3 - - - - - 
n-16:1 ω7 c 12,3 1,5 - 6,6 6,5 0,3 1,7 9,6 - 
n-16:1 ω7 t 3,1 0,7 - 0,3 3,4 tr 0,1 2,4 - 
n-17:1 ω10  - - - - - - - 5,1 - 
n-17:1 ω9 c - - - - - - 7,3 tr - 
n-17:1 ω9 t - - - - - - 0,4 - - 
n-17:1 ω8 c - - - tr 0,2 - 7,0 7,9 - 
n-17:1 ω8 t - - - - 0,1 - 0,6 0,2 - 
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n-18:1 ω9 c - 0,2 - 21,5 4,7 - 5,9 3,2 - 
Acétate d’ammonium n-C8 2-Me-C7 Lipides "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles "Non liés" OH--labiles H+-labiles 

n-18:1 ω9 t - - - - 0,1 - 0,4 - - 
n-18:1 ω7 c 55,6 8,5 0.3 8,3 15,2 1,4 1,4 11,5 0,6 
n-18:1 ω7 t 2,3 0,4 0.3 0,7 2,5 tr tr 0,3 - 
n-19:1 ω10  - - - - - - 0,8 0,9 - 
n-19:1 ω9  - - - - - - 0,5 - - 
Acides gras 
cyclopropaniques 

         

17∇ω7,8 4,8 0,5 - 2,4 1,0 2,1 1,5 2,6 - 
19∇ω7,8 1,2 0,2 - 1,2 0,4 1,1 0,6 0,9 - 
β-hydroxy acides          
n-10:0, OH - 36,0 0,4 - 2,4 3,7 - 0,3 0,8 
n-11:0, OH - - 0,3 - tr 0,6 - tr tr 
n-12:0, OH 0,1 2,6 90,0 tr 0,4 63,8 0,3 7,0 61,0 
n-13:0, OH - - 0,4 - - - - - 0,2 
n-14:0, OH - - 0,4 - - 0,6 - tr 2,6 
Alcools          

n-12:0, 1-OH 0,1 0,1 0,1 0,1 tr 0,1 0,3 - 0,4 
n-14:0, 1-OH 0,1 0,1 0,1 0,2 0,1 0,2 0,7 tr 0,9 
n-16:0, 1-OH 0,8 0,4 1,0 5,3 0,6 3,1 5,0 1,3 4,0 
n-18:0, 1-OH 0,6 0,3 0,7 1,9 0,3 1,6 1,5 3,7 1,8 

# Les abondances relatives des β-méthoxy acides présents ont été additionnées respectivement aux β-hydroxy acides comportant les mêmes nombres d'atomes de carbone, à partir 
desquels sont dérivés. 

* L'ensemble des produits mineurs non identifiés dans ces fractions lipidiques ainsi que des produits identifiés (mais non répertoriés dans ce 

tableau car présents à l'état de trace et pas vraiment significatifs en terme de métabolisme des hydrocarbures par la bactéries et d'influencer sur 

ces lipides) représentant entre 0,2 % et 5,4 % des lipides totaux. 
 c: cis, t: trans 
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VII.1.2. Culture sur n-octane 

 

VII.1.2.1. Lipides "non liés" 

 

 Le n-octane affecte profondément la répartition entre les types de lipides: forte 

augmentation des acides gras normaux saturés (de 18,3 % à 44,6 %) et des alcools (de 1,6 à 

7,5 %), apparition d'acides à chaînes ramifiées par des groupes méthyles (3,3 %), et 

corrélativement baisse de la proportion des acides gras cyclopropaniques (de 6 à 3,6 %) et des 

acides normaux insaturés (de 73,3 à 37,7 %) (Figure IV.10). 

 Parmi les principales modifications observées entre culture sur acétate et culture sur n-

octane on peut citer (Tableau IV.7): 

* augmentation de la teneur en acide palmitique (de 15,7 à 27,9 %) et stéarique (de1,8 à 9 %); 

* diminution des pourcentages de l'acide cis-vaccénique 18:1ω7cis (de 55,6 à 8,3 %), en 

partie au profit de l'acide oléique (qui passe de 0 à 21,5 %) et diminution de l'acide 

palmitoléique n-16:1ω7cis de (12,3 à 6,6 %); 

 Par ailleurs, l'acide β-hydroxy-n-12:0 est détecté à l'état de trace, et les alcools sont 

principalement constitués d'alcools primaires 16:0 (5,3 %) et 18:0 (1,9 %). 

 

VII.1.2.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 Par rapport à la culture sur acétate d'ammonium on observe (Figure IV.11 et Tableau 

IV.7): 

* une diminution du pourcentage total d'acides gras normaux saturés, de 47,1 à 41,6 %. Cette 

légère variation cache une profonde modification de la répartition, le taux d'acide laurique 

étant divisé par deux (16,2 % contre 32,7 %), celui de l'acide palmitique évoluant en sens 

inverse (22,0 contre 11,8 %); 

* une augmentation du pourcentage total d'acides gras insaturés (de 12,3 à 35,5 %), dont les 

composés 18:1 et 16:1, aussi bien cis que trans; 

* une forte baisse du pourcentage des β-hydroxy acides (2,8 % contre 38,6 %); 

* l'apparition d'acides gras ramifiés saturés (12 %) 
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VII.1.2.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Le changement de substrat, acétate       n-octane, se manifeste essentiellement par une 

augmentation des acides gras normaux saturés (4,7 à 19,8 %) et des alcools (de 1,9 à 5 %). 

Corrélativement, la proportion de β-hydroxy acides diminue de 91,5 à 68,7 %. La distribution 

de ces dérivés demeure cependant inchangée. On note l'apparition d'une faible quantité 

d'acides gras ramifiés saturés (1,2 %). 

 

VII.1.3. Culture sur 2-méthylheptane 

 

VII.1.3.1. Lipides "non liés" 

 

 Par rapport à la culture sur n-octane on observe: 

* une plus grande abondance d'acide gras normaux saturés (56,2 % contre 44,6 %); 

* corrélativement une diminution de l'abondance des acides gras normaux insaturés (27,9 % 

contre 37,7 %); 

* une diminution du pourcentage des acides non normaux, aussi bien cyclopropaniques (2,1 

% contre 3,6 %) que iso et antéisos (0,8 % contre 3,3 %). 

 Parmi les acides gras normaux, les composés à nombre de carbone impair voient leurs 

pourcentage augmenter fortement. Au total les acides saturés n-15:0 + n-17:0 représentent 

13,3 % des lipides "non liés", contre 3,5 % dans le cas de la culture sur n-octane, et les acides 

insaturés n-15:1 et n-17:1 totalisent 16,1 % alors que seules des traces de n-17:1 avaient été 

détectées dans ce dernier cas. 

 Par ailleurs, la répartition des alcools se trouve quasiment inchangée. 

 

VII.1.3.2. Lipides labiles en milieu basique 

 

 La répartition entre types de lipides est peu modifiée par rapport à la culture sur n-

octane (Figure IV.11 et Tableau IV.7), si l'on excepte la disparition des acides gras saturés 

ramifiés iso et anteiso. Chez les acides saturés et insaturés, une plus forte abondance des 

composés normaux à nombre impair d'atomes de carbone est ici aussi notée (respectivement 

11,5 et 15,2 % contre 1,1 et 0,3 %). Cependant l'absence d'acides gras ramifiés est 

surprenante, surtout si l'on réfère à leurs taux de 12,0 % dans la même fraction lipidique de la 

culture sur n-octane. 
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 Toujours en comparant les cultures sur les deux hydrocarbures, une inversion de la 

répartition des β-hydroxy acides n-10:0 et n-12:0 apparaît. Dans le cas présent le composé à 

chaîne plus longue est prépondérant. 

 

VII.1.3.3. Lipides labiles en milieu acide 

 

 Le changement d'hydrocarbure n'apporte pas de modification majeure dans la 

répartition ni par types de lipides (sauf l'absence des acides gras cyclopropaniques qui étaint 

observés en faible quantité dans le cas du n-C8) ni par composés (Figure IV.12 et Tableau 

IV.7). Ceci est notamment le cas des β-hydroxy acides dont le composé largement 

prépondérant est le β-hydroxy-n-12:0. 

 

VII.2. DISCUSSION 

 

VII.2.1. Influence de la source de carbone sur la composition lipidique 

 

 Le remplacement dans le milieu de culture d'une source de carbone soluble comme 

l'acétate d'ammonium par un hydrocarbure entraîne une profonde modification de la 

composition lipidique de P. oleovorans. Un tel remaniement lipidique a été déjà rapporté chez 

cette bactérie (Chen et al., 1995 a,b). Les auteurs ont étudié les lipides membranaires extraits 

par un mélange chloroforme/méthanol 1:2, v/v, ce qui correspond donc aux lipides que nous 

avons appelés "non liés". Ils ont noté que le n-octane induisait la formation d'une plus grande 

quantité d'acide 18:1, au dépend des acides 16:1, de même ils notaient une plus grande 

abondance d'acides mono-insaturés trans. Le résultat de ces changements s'est traduit par une 

augmentation de la température de transition des lipides membranaire d'environ 20 °C. En 

effet, les acides gras longs et les acides gras insaturés trans possèdent des points de fusion 

supérieurs respectivement aux acides à chaîne hydrocarbonée plus courte et aux acides gras 

insaturés cis. L'effet de la conversion des acides gras insaturés cis en trans est similaire à la 

substitution des acides gras insaturés cis par des acides gras saturés, ils conduit à une 

diminution de la fluidité membranaire (Cronan et Gelmann, 1975; Diefenbach et al., 1992). 

Cette augmentation de la température de fusion compense les effets fluidifiants du n-octane 

sur la membrane (Lohner, 1991). 
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 Dans notre étude les résultats que nous avons obtenus sont différents de ceux de Chen 

et al. (1995 a,b). En effet, nous observons une forte baisse du pourcentage d'acides 18:1cis: de 

55 à 28 %, qui s'opère essentiellement au profit des acides gras normaux saturés. Il apparaît 

donc que la présente souche de P. oleovorans privilégie la synthèse d'acides gras saturés pour 

répondre à l'augmentation de la fluidité liée à la présence de n-octane. Naturellement plus 

riche en acide gras insaturés 16:1, la souche étudiée par Chen et collaborateurs (1995 a,b), 

favorisait la synthèse d'acides gras à plus longue chaîne, ainsi que l'isomérisation cis-trans des 

acides gras monoinsaturés. 

 

 Si maintenant nous revenons aux résultats obtenus avec M. hydrocarbonoclasticus 

(Lattuati et al., 2002), le passage d'un milieu sur acétate d'ammonium à un milieu sur n-

icosane (solide à température ambiante) se traduisait par une baisse du pourcentage d'acide 

oléique (point de fusion 16 °C) en partie au profit d'acides 16:1 (point de fusion environ 4°C). 

Dans ce cas il est vraisemblablement que le contact avec l'hydrocarbure n-C20 diminue la 

fluidité membranaire. Pour la rétablir, la bactérie serait conduite à synthétiser et à incorporer 

dans sa membrane des acides gras à chaînes plus courtes. Le manque de fluidité des 

hydrocarbures à longues chaînes, tout comme la grande fluidité des hydrocarbures à chaînes 

courtes, agirait donc sur la composition des acides gras des membranes bactériennes, mais en 

sens opposé. 

 Dans le cas de M. aquaeolei et A. calcoaceticus ces effets sont plus difficiles à établir 

en raison de l'utilisation d'hydrocarbures à nombre impair d'atomes de carbone. 

 

Par ailleurs, un des faits notables observé lors du passage de l'acétate d'ammonium aux 

hydrocarbures, en particulier au n-octane concerne l'acide cis-vaccénique (18:1ω7). Cet acide 

considéré comme marqueur bactérien (Cranwell, 1978; Perry et al., 1979; Gillan et 

Sandstrom, 1985) représente plus de 55 % des lipides "non liés" de la culture sur acétate, mais 

seulement 8,3 et 1,4 % de ceux des cultures sur n-octane et 2-méthylheptane, respectivement. 

Dans le cas de la culture sur n-octane, cette diminution s'opère en partie au profit de l'acide 

oléique, absent dans la culture sur acétate. 
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VII.2.2. Variation de la composition en β-hydroxy acides 

 

 Comme chez de nombreuses bactéries Gram-négatives (Wilkinson, 1988), chez P. 

oleovorans les β-hydroxy acides liés par liaison ester sont différents de ceux liés par liaison 

amide dans les lipopolysaccharides: ce sont respectivement les β-hydroxy acides n-β-10:0 et 

n-β-12:0. Comme nous l'avons vu dans le premier chapitre, les lipides A des 

lipopolysaccharides comportent quatre acides, généralement des β-hydroxy acides, 

directement liés au dimère de N-acétylglucosamine, et deux acides, généralement des acides 

gras saturés, estérifiés aux β-hydroxy acides. 

 Les résultats des analyses des lipides labiles en milieu basique et labiles en milieu 

acide de P. oleovorans cultivée sur acétate d'ammonium suggèrent la présence aux positions 3 

et 3' d'acide β-hydroxy décanoïque (libéré lors de l'hydrolyse basique) et aux positions 2 et 2' 

d'acide β-hydroxy dodécanoïque (libéré lors de l'hydrolyse acide). Par ailleurs, l'hydrolyse 

basique produit en plus de l'acide β-hydroxy-n-10:0, une quantité presque équivalente d'acide 

laurique (36 % et 32,7 %, respectivement). Ceci suggère que deux groupes hydroxyles des 

quatre β-hydroxy acides sont estérifiés par l'acide laurique comme nous le proposons dans la 

Figure IV.13. 
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Figure IV.13. Une des structures possibles du lipide A de P. oleovorans. 
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 Lors de la culture sur n-octane la proportion de β-hydroxy acides libérée en milieu 

basique chute dramatiquement, suggérant que les positions 3 et 3' sont maintenant estérifiées 

majoritairement par des acides gras saturés. Cependant, la nature de ces acides gras saturés du 

lipide A est difficile à établir à partir des variations observées dans la distribution des acides 

gras saturés totaux. 

Comme dans le cas des lipides membranaires, la présence de n-octane tend à 

augmenter la fluidité de la partie lipophile des LPS. Les variations observées dans la 

composition en β-hydroxy acides pourraient être également un moyen de maintenir la fluidité 

des membranes. Dans ce point de vue, il est intéressant de rapprocher nos résultats de ceux 

obtenus dans le cas de P. syringae (Kumar et al., 2002). Ces auteurs ont noté qu'une 

augmentation de la température de culture de cette bactérie originaire de l'Antarctique de 4 °C 

à 22 °C, introduisait une forte diminution de la teneur en hydroxy acides (Kumar et al., 2002), 

leur proportion par rapport aux acides des LPS passe de 72 à 45 %. 

Enfin, il apparaît que la structure de l'alcane fourni n'a aucune incidence sur celles des 

β-hydroxy acides. Aucun β-hydroxy acides ramifiés n'a été identifié dans la culture sur 2-

méthylheptane, ni dans les lipides labiles en milieu basique, ni dans ceux labiles en milieu 

acide. 

 

VII.2.3. Métabolisme des alcanes courts par P. oleovorans 

 

 Les composés identifiés dans les trois fractions lipidiques de P. oleovorans cultivée 

sur alcanes ne permettent pas de proposer une voie métabolique pour la dégradation du n-C8 

et i-C8 par cette bactérie. En effet, aucun métabolite de l'oxydation de ces derniers composés 

n'a pu être identifié. Néanmoins, ceci peut essentiellement traduire une perte de ces composés 

au cours des extractions et/ou de l'élimination des solvants. Cependant, des études antérieures 

sur la dégradation des alcanes courts (C6-C12) par cette bactérie ont montré que ces composés 

sont oxydés an alcools primaires qui sont à leur tour oxydés en aldéhydes puis en acides 

alcanoïques (Thijsse et Van Der Linden, 1961, 1963; Nieder et Shapiro, 1975; Yuste et al., 

1998). 

 

 

 

 



 249

VIII. CONCLUSION 

 

 Les analyses des lipides de M. aquaeolei et A. calcoaceticus cultivées sur acétate 

d'ammonium, n-nonadécane et i-nonadécane et leurs comparaisons avec celles décrites dans le 

chapitre précédent sur M. hydrocarbonoclasticus nous ont permis de mettre en évidence 

l'influence de la source de carbone sur la distribution des acides gras des LPS présents dans 

les membranes externes. 

 Nous avons pu montrer que chez ces trois bactéries, la nature de la source de carbone 

peut influencer dans une large mesure la distribution de ces acides gras: substitution d'acides 

gras à nombre pair d'atomes de carbone par des acides à nombre impair d'atomes de carbone, 

substitution d'acides normaux par des acides ramifiés. 

 Par comparaison, les hydroxy acides des LPS, α ou β selon les genres bactériens, sont 

beaucoup moins susceptibles d'être interchangés par des composés de structures différentes: si 

des composés à chaines normales à nombre impair d'atomes de carbone sont incorporés dans 

les LPS à un taux appréciable les ramifications de type iso ne sont que très faiblement 

tolérées. 

 Enfin, avec P. oleovorans cultivée sur acétate, n-octane et 2-méthyl heptane nous 

avons pu montrer que l'effet fluidifiant des hydrocarbures à chaîne courte se manifeste aussi 

bien sur la distribution des acides gras membranaires que sur la composition en β-hydroxy 

acides des LPS. 

 

 Les β-hydroxy acides présents dans les lipides labiles en milieu basique des quatre 

bactéries étudiées sont essentiellement normaux pairs de C10 à C14, le composé prédominant 

dépendant de l'espèce bactérienne. Les β-hydroxy acides issus de la dégradation des alcanes 

sont présents mais constituent des composés de moindre importance. La Figure IV.14 illustre 

la distribution relative des β-hydroxy acides des LPS, labiles en milieu basique. 
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FigureIV.14. Comparaison des distributions des β-hydroxy acides dans les lipides labiles en 

milieu basique de M. hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans 

en fonction de la source de carbone. 

 

Les β-hydroxy acides liés par liaisons amides aux lipopolysaccharides sont les 

constituants les plus abondants des lipides labiles en milieu acide. Ces composés sont 

essentiellement normaux à nombre pair d'atomes de carbone. La nature du β-hydroxy acide 

prédominant dépend également de l'espèce bactérienne: il s'agit du n-β-12:0 dans le cas de M. 

hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei et P. oleovorans alors que dans le cas d'A. calcoaceticus 

les composé n-12:0 et n-14:0 sont les plus abondants (Figure IV.15). Pour M. 

hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei et A. calcoacéticus, les β-hydroxy acides normaux 

impair à 11 et 13 atomes de carbone et le i-β-13:0 ont été identifiés en quantités appréciables 

respectivement dans les cultures sur n-C19 et i-C19. 
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Figure IV.15. Comparaison des distributions des β-hydroxy acides dans les lipides labiles en 

milieu acide de M. hydrocarbonoclasticus, M. aquaeolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans en 

fonction de la source de carbone. 
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Conclusion générale 
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CONCLUSION GENERALE 

 

 En débutant ce travail de recherche, notre objectif consistait à étudier la composition 

lipidique de quatre bactéries hydrocarbonoclastes Gram-négatives cultivées sur des 

hydrocarbures de structures différentes, dans le but de préciser l'influence de ces composés 

notamment sur la distribution en acides gras et en hydroxy acides et de déterminer quelles 

étaient leurs voies métaboliques. Nous cherchons également à savoir dans quelle mesure les 

hydroxy acides pouvaient servir de marqueurs de ces activités métaboliques.  

 

 La première partie de notre travail de recherche a montré que M. 

hydrocarbonoclasticus est capable de métaboliser une grande variété d'hydrocarbures 

comportant des chaînes alkyles: alcanes normaux, mono-ramifiés, des phényl- et des 

cyclohexyl-alcanes ou encore des alcènes terminaux. La souche cultivée s'est avérée  

cependant incapable d'utiliser les hydrocarbures polyramifiés de type isoprénoïdes tels que le 

pristane et le squalane, les cyclohexyl-alcanes à chaîne hydrocarbonée comportant un nombre 

pair d'atomes de carbone comme le cyclohexyldodécane et les phényl-alcanes à chaînes 

hydrocarbonées courtes (ethyl-benzène et propyl-benzène). La présence de nombreux 

métabolites dans les lipides "non liés" a permis de préciser les voies métaboliques. 

L'oxydation de l'hydrocarbure en alcool primaire par hydroxylation du groupement méthyle 

terminal le moins encombré, puis en acide entrant ensuite dans un cycle de β-oxydation est la 

voie principale de dégradation. Des voies de dégradation secondaires en fonction de la 

structure de l'hydrocarbure ont été aussi mises en évidence. Il s'agit en particulier (i) de 

l'oxydation subterminale en alcool secondaire suivie d'une réaction de type Bayer-Villiger, et 

oxydation ultérieure de l'alcool qui en résulte en acide, (ii) de l'α-oxydation notamment dans 

le cas des composés possédant un groupement méthyle en β, ou encore (iii) de l'époxidation 

des oléfines terminales. Aucune attaque directe des groupements phényl ou cyclohexyl n'a en 

revanche été détectée. 

 L'analyse qualitative et quantitative des trois fractions lipidiques de cette bactérie a 

montré que la fraction "non liée" est la plus influencée par la nature de l'hydrocarbure utilisé 

comme source de carbone. En effet, la parité des lipides (Cpair ou Cimpair dominant) suit celle 

de l'hydrocarbure fourni. Des quantités importantes d'acides gras iso et antéiso ont été aussi 

identifiées respectivement dans les cultures sur alcanes ramifiés iso et antéiso. Dans ces deux 

cas les distributions en acides gras étaient plus proches de celles observées chez les bactéries 

Gram-positives que chez les Gram-négatives. Par ailleurs, l'utilisation d'un alcène terminal, 
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des phényl- et cyclohexyl-alcanes s'accompagne de l'incorporation dans les lipides 

membranaires de quantités significatives des acides correspondants. 

 Les lipides labiles en milieux basique et acide se caractérisent quant à eux par une 

forte contribution de β-hydroxy acides provenant de l'hydrolyse des LPS. Le β-n-12:0 est 

toujours dominant, et quasiment exclusif dans certains cas. L'homologue inférieur et supérieur 

de ce dernier composé ont été également identifiés mais en plus faibles quantités. Des β-

hydroxy acides comportant une ramification méthyle en position iso ou antéiso, ou encore une 

double liaison terminale selon l'hydrocarbure utilisé peuvent être incorporés dans les LPS 

dans une faible proportion. Par ailleurs, seuls de très faibles pourcentages de β-hydroxy acides 

phényl- ou cyclohexyl-alcanoïques ont été incorporés dans les LPS. Il apparaît que chez M. 

hydrocarbonoclasticus les β-hydroxy acides des LPS, comportent un nombre d'atomes de 

carbone compris entre 10 et 14, c'est à dire bien inférieure à celui des β-hydroxy acides issus 

de la dégradation des hydrocarbures. 

 

 Afin de savoir si les résultats obtenus avec M. hydrocarbonoclasticus étaient 

généralisables à d'autres bactéries Gram-négatives., nous avons étudié dans la seconde partie 

de ce travail l'influence de la source de carbone sur la composition lipidique de trois autres 

espèces: M. aquaeolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans. Les deux premières bactéries ont été 

cultivées sur l'acétate d'ammonium et les alcanes n-C19 et i-C19, et la troisième sur le même 

substrat soluble et deux hydrocarbures à chaînes courtes n-C8 et 2-Me-C7. 

 Les résultats obtenus avec M. aquaeolei et A. calcoaceticus corroborent ceux obtenus 

avec M. hydrocarbonoclasticus, il s'agit notamment de la parité des lipides qui suit celle des 

substrats ou de l'influence de la ramification iso qui se retrouve chez la plupart des lipides. La 

distribution des hydroxy acides des LPS (α ou β selon le genre bactérien) est très faiblement 

influencée par la nature de la source de carbone, seules de faibles quantités de β-hydroxy 

acides issus de la dégradation des alcanes ont été notées. 

 Dans le but de maintenir une fluidité membranaire optimale, P. oleovorans cultivée 

sur hydrocarbures courts effectue non seulement une redistribution de ses acides gras 

membranaires mais aussi des β-hydroxy acides des LPS: synthèse d'acides gras saturés et 

diminution de la proportion des β-hydroxy acides liés par liaisons esters. 

 

 Par ailleurs, les résultats obtenus dans la deuxième partie de notre travail de recherche 

montrent que les hydroxy acides (α ou β) des LPS de ces trois bactéries Gram-négatives 
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comportent un nombre d'atomes de carbone compris entre 10 et 14 dépendant de l'espèce 

bactérienne. La présence d'une ramification sur l'hydrocarbure métabolisé n'a de plus que peu 

d'influence sur la structure des hydroxy acides des LPS. 

 

 Il apparaît donc que chez les bactéries Gram-négatives l'utilisation des hydrocarbures 

de types aliphatiques modifie faiblement la nature des hydroxy acides engagés dans les LPS 

membranaires. Les hydroxy acides extractibles aux solvants sont quant à eux le reflet direct 

du métabolisme bactérien et peuvent donc être la signature en milieu naturel d'une éventuelle 

pollution par les hydrocarbures, ou tout du moins de la dégradation des hydrocarbures et 

lipides naturellement présents dans les sédiments ou les colonnes d'eau. 

 

 Jusqu'à présent il était admis que seules de très mineures modifications dans la 

structure des hydroxy acides étaient tolérées par les bactéries pour qu'ils puissent être intégrés 

dans les LPS membranaires: elles concernaient uniquement la longueur des chaînes acyles 

(Williams et al., 1991). Nos résultats montrent que d'autres modifications peuvent êtres 

tolérées: il s'agit de la présence de ramifications de type iso et anteiso ou encore 

d'insaturations. Une étude exhaustive des lipides A des LPS isolés de cultures de bactéries sur 

hydrocarbures pourrait permettre de préciser la structure de telles entités lipidiques. 
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ANNEXE 1: SYNTHESE DES ALCANES RAMIFIES 

 

La synthèse des alcanes ramifiés (iso, antéiso et ramifiés en milieu de chaîne) a été 

effectuée en trois étapes. La première consiste à préparer le réactif nécessaire à la réaction de 

Wittig, à savoir l'alkylidènetriphénylphosphorane. Celui ci est obtenu par action du butyl 

lithium sur le bromure d'alkyltriphénylphosphonium correspondant, comme le montre la 

figure suivante: 

 

(C6H5)3-P-CH2-R  Br C4H9Li (C6H5)3-P=CH-R
Solvant THF, 67 °C, 48 h  

 

La deuxième étape est celle de la synthèse de l’oléfine obtenue par la réaction entre 

l’alkylidènetriphénylphosphorane et une cétone. Le bilan de cette réaction est le suivant : 

 

(C6H5)-P=CH-R R'-C-R''
O

+ + (C6H5)3POR'-C-R''
CH

R

67 °C, 72 h
 

 

 

Après extraction de l’oléfine du milieu réactionnel, une réduction catalytique est 

nécessaire pour obtenir l'alcane désiré: 

 

 

R'-C-R''
CH

R

R'-CH-R''
CH2

R

H2 (20 bars), Rh sur C (5 %)

heptane, 70°C, 24 h  
 

Les figures 1 et 2, montrent les spectres de masse du 10-méthylène-nonadécane (obtenu 

par réaction entre le méthylidene triphenylphosphorane et la nonadecan-10-one) et du 10-

méthyl-nonadécane obtenu par réduction catalytique de ce dernier. 
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Figure A.1. Spectre de masse du 10-méthylène-nonadécane. 

 

 
 

Figure A.2. Spectre de masse du 10-méthyl-nonadécane. 
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ANNEXE 2: SPECTRES DE MASSE DES HYDROCARBURES SYNTHETISES 

 

 
 

Figure A.3. Spectre de masse du 2-méthyl-octadécane (i-C19). 

 

 
 

Figure A.4. Spectre de masse du 2-méthyl-nonadécane (i-C20). 

i-C20 : 

i-C19: 

 M+. 
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Figure A.5. Spectre de masse du 3-méthyl-octadécane (ai-C19). 

 

 
 

Figure A.6. Spectre de masse du 3-méthyl-nonadécane (ai-C20). 
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Figure A.7. Spectre de masse du cyclohexyldodecane. 

 

 
Figure A.8. Spectre de masse du cyclohexyltridécane. 
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Résumé 

 

 Les principaux objectifs de ce travail de recherche étaient (i) l'étude de la composition 
lipidique de quatre bactéries Gram-négatives hydrocarbonoclastes Marinobacter 
hydrocarbonoclasticus, Marinobacter aquaeolei, Acinetobacter calcoaceticus et 
Pseudomonas oleovorans en fonction de la source de carbone, (ii) la détermination des 
différents voies métaboliques de dégradation des hydrocarbures comportant une chaîne alkyle 
et (iii) mieux connaître la composition en β-hydroxy acides lipopolysaccharidiques de leurs 
membranes extérieures. La première partie de ce travail présente une description qualitative et 
quantitative des lipides "non liés", labiles en milieu basique et labiles en milieu acide de M. 
hydrocarbonoclasticus en fonction de l'hydrocarbure (alcanes normaux et ramifiés, phényl et 
cyclohexyl-alcanes, et 1-alcène) utilisé comme source unique de carbone et d'énergie. Ces 
résultats ont montré que la structure chimique des lipides identifiés suit celle de 
l'hydrocarbure fourni: apparition de proportions significatives et dans certains cas très 
importantes d'acides gras issus de la dégradation de ces composés. Les β-hydroxy acides des 
LPS sont moins sensibles au changement de la structure de l'hydrocarbure. Le n-β-12:0 est 
toujours dominant alors que les β-hydroxy acides provenant de la dégradation des 
hydrocarbures peuvent être incorporés aux LPS mais ne constituent que des composés 
mineurs. La présence d'intermédiaires métaboliques de chaque hydrocarbure dans les lipides 
"non liés" a permis la détermination des différents voies métaboliques de dégradation. 
 La deuxième partie de ce travail porte sur la composition lipidique des bactéries M. 
aqueolei, A. calcoaceticus et P. oleovorans en fonction de la source de carbone (acétate ou 
alcane). Cette partie a montré le degrés de variabilité des acides gras chez les bactéries Gram-
négatives M. aquaeolei et A. calcoaceticus: substitution des acides gras normaux pairs par des 
acides gras de même parité et même squelette que l'alcane utilisé. Chez P. oleovorans 
l'utilisation d'alcanes courts se manifeste aussi bien sur la distribution des acides gras 
membranaire que sur la composition en β-hydroxy acides des LPS. Enfin, les β-hydroxy 
acides issus des quatre bactéries étudiées sont essentiellement normaux pairs de C10 à C14 dont 
le composé prédominant est dépendant de l'espèce bactérienne. 
 
 

Abstract 

 
 The major aims of this study was to derive information on the effect of the carbon 
source on the lipid composition of the hydrocarbonoclastic Gram-negative bacteria 
Marinobacter hydrocarbonoclasticus, Marinobacter aquaeolei, Acinetobacter calcoaceticus 
and Pseudomonas oleovorans, establish the metabolic pathways of hydrocarbon degradation 
and to have to a better knowledge on the lipopolysaccharide β-hydroxy acids of their external 
membrane. The first part of the work presents a qualitative and quantitative description of 
unbound, OH- labile and H+ labile lipids of M. hydrocarbonoclasticus as a function of the 
hydrocarbon structure used for growth (normal and branched alkanes, phenyl- and 
cyclohexyl-alkanes and a terminal olefin). The obtained results showed that the chemical 
structures of the lipids strongly correlated those of the fed hydrocarbons: appearance of 
significant and in some cases very important proportions of fatty acids derived from the 
degradation of these compounds. β-hydroxy acids of the LPS are less sensitive to the change 
of the hydrocarbon structure. β-n-12:0 is always dominant, the β-hydroxy acids derived from 
the hydrocarbons can be incorporation to the LPS but constituted minor compounds. 
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