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Préface

PREFACE

Selon les plus récentes estimations, la production primaire nette de biomasse serait de 60

milliards de tonnes de carbone par an dans les environnements terrestres et de 53 milliards de tonnes

de carbone par an dans les écosystèmes marins (Cox et al., 2000). Environ la moitié de ce carbone

serait fixée sous forme de cellulose, ce qui fait de la cellulose le composé organique le plus abondant

sur Terre (Béguin et Aubert, 1992). Malgré sa faible densité, la cellulose est le matériau organique

naturel le plus résistant et le plus stable connu à ce jour. De par sa nature physico-chimique, la

cellulose à tendance à s'accumuler dans l'environnement (Bayer et Lamed, 1992).

D'un point de vue écologique, la compréhension de la décomposition de la matière organique,

et de la cellulose en particulier est essentielle pour permettre la modélisation des changements

atmosphériques et climatiques (Leschine, 1995) car la dégradation de la cellulose joue un rôle clé

dans le cycle du carbone (Béguin et Aubert, 1994). Elle est essentiellement convertie par les micro­

organismes en dioxyde de carbone dans des conditions aérobies et en méthane en anaérobiose

(Ljungdahl et Eriksson, 1985). Tandis que le rôle et les conséquences du CO2 sur l'effet de serre ont

été très étudiés (Cox et al., 2000 ; Crowley, 2000 ; Delworth et Knutson, 2000 ; Joos et al., 1999),

l'importance du méthane dans un tel phénomène commence seulement à être évoqué (Kvenvolden,

1999). Des quantités colossales de ce gaz seraient en fait emprisonnées sous forme d'un composé

cristallin, l'hydrate de méthane, qui serait principalement localisé dans les fonds marins. La quantité

de carbone liée dans ce c1athrate est estimée au double de la quantité présente dans tous les

gisements connus de combustibles fossiles. Outre les perspectives énergétiques qu'ouvrent de telles

réserves, ce composé aurait largement contribué aux oscillations de la concentration atmosphérique

en méthane et donc aux réchauffements climatiques planétaires au cours des âges géologiques (Bains

et al., 1999, 2000 ; Hesselbo et al., 2000; Katz et al., 1999 ; Kennet et al., 2000). Quant à son

origine, il semble de plus en plus certain qu'elle soit biogènique (Bidle et al., 1999; Marchesi et al.,

2001).
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Par ailleurs, cette abondance fait de la cellulose une source de matière première inépuisable,

renouvelable et bon marché (Bayer et Lamed, 1992). La valorisation biotechnologique des composés

Iignocellulosiques notamment par voies microbiologiques apparaît potentiellement prometteuse

(Demain, 2000). Parmi les micro-organismes cellulolytiques, les bactéries de la classe C10stridia

tiennent une place à part. En effet, ces bactéries sont ubiquitaires dans les environnements

cellulosiques anaérobies (Leschine, 1995), elles peuvent fermenter la cellulose notamment en éthanol

(Mitchell, 1998) et, pour la plupart, elles digèrent la cellulose très efficacement grâce à un système

enzymatique particulier, le cellulosome (Schwarz, 2001a). Beaucoup d'études ont été consacrées à

l'aspect enzymatique de la dégradation de la cellulose et en particulier du cellulosome (Bayer et al.,

1994) tandis que l'aspect microbiologique de cette digestion a été presque entièrement écarté

(Mitchell, 1998). Cependant, l'intérêt récurrent de l'utilisation de la cellulose à des fins énergétiques

notamment pour la production de biocarburant comme le mélange éthanol-butanol ou le biogaz

(Guedon et al., 2000c ; Zaldivar et al., 2001) nécessite de mieux caractériser la physiologie et le

métabolisme de ces bactéries.

Dans cette optique, un regain d'intérêt s'est manifesté pour l'étude du catabolisme carboné

d'une bactérie cellulolytique mésophile C10stridium cellulolyticum. Les premières études de ce

métabolisme bactérien ont permis de mettre en évidence certaines régulations du flux du carbone et

des électrons, qui se sont révélées différentes entre l'utilisation d'un milieu riche et complexe (Payot,

1999 ; Payot et al., 1998, 1999b) et un milieu de culture de type minéral (Guedon, 2000 ; Guedon et

al., 1999a, 1999b, 2000a, 2000b). Cependant, ces études ont jusqu'à présent été réalisées avec une

source de carbone soluble, le cellobiose, qui est la cellodextrine majeure supposée être libérée au

cours de la cellulolyse (Petitdemange et al., 1984). Cette bactérie étant cellulolytique, il est nécessaire

de connaître son métabolisme avec un substrat carboné plus proche de la Iignocellulose rencontrée

dans son environnement naturel et de voir dans quelle mesure les résultats précédemment obtenus

sur cellobiose sont transposables sur cellulose.

Les résultats de ces études menées sur cellulose ont donné lieu à six articles publiés dans des

revues internationales à comité de lecture:

"Growth inhibition of C10stridium cellulolyticum by an inefficiently regulated carbon flow."

a été publié dans la revue Microbiology.

"Cellulose catabolism by C10stridium cellulolyticum growing in batch culture on defined

medium."

a été publié dans la revue Applied and Environmental Microbiology.

"Metabolic flux in cellulose batch and cellulose-fed continuous cultures of C10stridium

cellulolyticum in response to acidic environment."

a été publié dans la revue Microbiology.
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"Carbon flux distribution and kinetics of cellulose fermentation in steady-state continuous

cultures of C10stridium cel/u/o/yticum on a chemically defined medium."

a été publié dans la revue Journal of'Bacteri%gy.

"Kinetics and metabolism of cellulose degradation at high substrate concentrations in

steady-state continuous cultures of C10stridium ce//u/o/yticum on a chemically defined

medium.1I

a été publié dans la revue App/ied and Environmental Microbiology.

"Flux analysis of the metabolism of C10stridium cel/u/olyticum grown in cellulose-fed

continuous culture on a chemically defined medium under ammonium-Iimited conditions."

a été publié dans la revue App/ied and Environmental Microbiology.
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Introduction

cellulose

Au siècle dernier, le terme cellulose décrivait la substance constitutive des parois végétales

(Iguchi et al., 2000). Par la suite la composition de cette paroi est apparue plus complexe, la cellulose

étant associée à d'autres biopolymères (Brown et al., 1996). Bien que la majorité de la cellulose

produite dans la nature le soit par les plantes, il est à noter que d'autres organismes peuvent la

synthétiser notamment des bactéries telles que Acetobacter xy/inum ou des algues telles que Va/onia

macrophysa (Iguchi et al., 2000; Schwarz, 2001). Dans ces derniers cas, la cellulose produite n'est

pas associée à d'autres polymères.

La cellulose est un biopolymère insoluble résultant de l'union répétée d'un hydroxyle anomère ~

d'un D-glucopyrannose avec l'hydroxyle C4 d'une autre molécule de ~-D-glucopyrannose qui par

conséquent subit une rotation de 180° par rapport au résidu glucose précédent (Figure 1) (Brown et

al., 1996). Le motif structural de base n'est donc pas le glucose comme pour la plupart des glucanes

mais un homodisaccharide, le cellobiose (Figure 1). Un groupement aldose libre est porté à une

extrémité de chaque chaîne de cellulose. De par ces liaisons glycosidiques ~-1,4, cet

homopolysaccharide possède une structure complètement linéaire en forme de ruban plat dont le

degré de polymérisation varie entre 200 et 25000 unités glucose (Kuga et Brown, 1991 ; Brown et al.,

1996). Remarquons que les oligomères de glucose liés en ~-1,4 sont communément appelés

cellodextrines et qu'ils sont solubles jusqu'à un degré de polymérisation de 7 (Pereira et al., 1988).

Les cycles hémiacétaliques étant en conformation 4C1, les groupements hydroxyles des

fonctions alcools primaires et secondaires, ainsi que les liaisons glycosidiques sont en position

6
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Cellobiose
.J

l ....J
Glucose

Figure 1 : Schéma de la structure primaire de la cellulose (Adapté de Béguin et
Aubert, 1994).
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Figure 2: Schéma des ila/sons hydrogène intra- et intermoiécuiaires dans lacellulose native (Adapté de Heiner et al., 1995).

Fibrille élémentaire

Zone cristalline---,

Microfibrille

Fibrille

Figure 3 : Schéma de la structure d'une fibrilie de cellulose (Adapté de ljungdahi et
Eriksson, 1985).
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équatoriale par rapport au plan moyen du cycle. Les chaînes sont rigidifiées par l'établissement de

liaisons hydrogènes intramoléculaires ainsi que par des interactions de Van der Waals et des liaisons

hydrogènes intermoléculaires (Figure 2) (Cousins et Brown, 1995). Les macromolécules de cellulose

ou fibrilles élémentaires, formées par les liaisons hydrogènes intramoléculaires, s'associent pour

former une microfibrille contenant 15 à 45 molécules de cellulose. A l'échelle microscopique, ces

microfibrilles s'agrègent elles-mêmes en fibrilles de cellulose encore appelées macrofibrilles ou fibres à

l'échelle macroscopique (Figure 3) (Ljungdahl et Eriksson, 1985).

La cellulose l est la forme cristalline native de la cellulose naturelle. Elle est métastable et

caractérisée par un arrangement parallèle des chaînes de glucane dans l'axe de la microfibrille où

toutes les extrémités réductrices pointent dans la même direction (Delmer, 1999). La cellulose II est

une autre forme cristalline de cellulose, dite allomorphe, qui est caractérisée par une orientation

antiparallèle de chaînes de cellulose (Brown, 1999). Cette forme cristalline est la plus

thermodynamiquement stable mais elle n'est produite naturellement que dans de très rares cas

notamment par les algues du genre Ha/icystis ou certaines espèces bactériennes du genre Sarcina

(Sisson, 1941 ; Canale-Parola, 1970; Delmer, 1999). La cellulose II est plus généralement obtenue

par un procédé de mercerisage où de la cellulose native de type l est lavée après un traitement de

quelques heures dans de la soude caustique à 18°C (Ljungdahl et Eriksson, 1985). Les celluloses

allomorphes IIII, IIIu, IVI et IVu sont les autres formes de cellulose cristalline non native caractérisées

jusqu'à présent (Tomme et a!., 1995). Comme l'indique le chiffre en indice, elles sont obtenues soit à

partir de cellulose l, native et parallèle, soit à partir de cellulose II, non native et antiparallèle, par

divers traitements chimiques et physiques (Sarko, 1978 ; Sarko, 2000 ; Tomme et a!., 1995 ; Weimer

et a!., 1991).

Dans la cellulose l native coexistent deux types de cellulose suballomorphe appelées cellulose la

et l~ (Attala et Vanderhart, 1984). La cellulose la est prédominante dans les celluloses produites par

les bactéries et elle possède une maille cristalline triclinique (Tomme et a!., 1995). La cellulose l~, plus

stable, est caractérisée par une maille cristalline monoclinique et prédomine dans les celluloses natives

d'origine végétale (Heiner et a!., 1995). En plus de ces formes cristallines, la cellulose native peut se

présenter sous une forme amorphe (Ljungdahl et Eriksson, 1985). Ainsi, la cellulose native est dite

paracristalline puisque au sein des microfibrilles alternent des régions cristallines hautement

ordonnées, composées de cellulose la et l~ en proportion variable selon l'origine de la cellulose, et des

zones amorphes non structurées (Figure 3) (Bayer et Lamed, 1992 ; Brown et al. ; 1996). Le degré de

cristallinité est variable selon l'origine de la cellulose, il est généralement compris entre 60 et 90%

(Leschine, 1995) ; pour les fibres de coton par exemple il est de 70% mais il atteint près de 100%

pour la cellulose produite par l'algue Va/onia macrophysa (Béguin et Aubert, 1992).
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Introduction

Le terme Iignocellulose désigne la cellulose et les macropolymères qui lui sont naturellement

associés dans les tissus végétaux (Barnoud, 1980). La paroi cellulaire des végétaux est constituée

principalement de polysaccharides (cellulose, hémicelluloses, substances pectiques) et de lignine.

Ce terme, introduit par Schulze en 1891, désigne l'ensemble des polysaccharides non-pectiques

et non-cellulosiques de la paroi des végétaux pouvant être solubilisé par les solutions alcalines

(Schulze, 1891). Ce groupe comprend une multitude d'hétéropolysaccharides qui sont le plus souvent

branchés. Les principaux monomères retrouvés dans ces hétéroglycanes sont indiqués Figure 4. Les

noms des oses constitutifs mineurs sont placés devant le nom du ou des constituants de la chaîne

principale et dans un ordre alphabétique.

Ainsi les xylanes, polymères de xyloses liés en ~-1,4, les mannanes, polymères de mannoses

liés en ~-1,4, et les galactanes, polymères de galactoses liés en ~-1,3, constituent la majeure partie

des chaînes principales trouvées dans les hémicelluloses. Une grande variété de combinaisons de

monomères associés à ces chaînes principales peut se former; parmi les plus communes (Bastawde,

1992) :

• les glucuronoxylanes et glucuronoarabinoxylanes où les unités 4-0-méthyl

glucopyranosyluronique sont liées au C2 du xylose et les unités arabinofuranose par des

liaisons a-1,3. Les glucuronoarabinoxylanes prédominent notamment dans l'herbe

(Thompson, 1993)

• les glucomannanes et galactoglucomannanes où les galactoses sont branchés par des

liaisons a-1,6 au mannose ou au glucose de la chaîne principale eux-mêmes liés en ~­

1,4.

• les arabinogalactanes où des unités galactose ou arabinose sont liées en ~-1,6 sur les

galactose de la chaîne principale.
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La caractéristique majeure des substances pectiques réside dans leur squelette principal formé

d'acides galacturoniques liés en a-1,4 (Thibault, 1980) (Figure 5) présentant trois principaux types

d'arrangements structuraux.

L'arrangement le plus simple consiste en une chaîne linéaire d'acides galacturoniques, appelée

galacturonane ou homogalacturonane. En général les substances pectiques ont une structure plus

complexe résultant de la substitution de certains groupes sur le squelette principal. Ainsi, dans le

rhamnogalacturonane s'intercalent des unités de rhamnopyranose liées en a-1,2 avec l'acide

galacturonique précédent et en P-1,4 avec le suivant (Figure 5). Il en résulte une déviation, de l'ordre

de 90°, de l'axe de la chaîne pectique (Thibault, 1980). Par ailleurs, les unités rhamnose peuvent

porter en C4 ou Cs des unités galactane ou arabinane pouvant être elles-mêmes ramifiées. La

répartition de ces chaînes principales n'est pas homogène le long du squelette principal, ce qui induit

l'existence de zones lisses homogalacturoniques juxtaposées à des zones ramifiées. Enfin, dans le

xylogalacturonane, des groupements xylopyranosyl sont portés par les acides galacturoniques en C3.

Ces chaînes polygalacturoniques s'agrègent entre elles par l'intermédiaire de cations divalents

qui se fixent entre les groupements carboxyliques. Ces zones de cohésion se structurent en double ou

en triple hélice, le plus souvent grâce à des ions calcium ou magnésium.

La lignine est un polymère phénolique ramifié et amorphe (Montiès, 1980). La structure de la

lignine est très complexe et apparaît encore à l'heure actuelle aléatoire et désorganisée (Ralph et al.,

2001a, 2001b).

Trois monolignols entrent dans sa composition, l'alcool coniférylique, l'alcool coumarylique et

l'alcool sinapylique (Figure 6) (Scalbert et al., 1985). Ces trois monomères permettent de former

toutes les lignines trouvées dans la nature. Ces monolignols se trouvent en proportions variées selon

les espèces et les tissus. Dans l'herbe, par exemple, l'alcool coumarylique est un composant mineur.

La biosynthèse de la lignine résulte de la condensation radicalaire des monolignols. Le

processus est initié par la génération d'un radical libre lors de la coupure de la liaison covalente entre

l'hydrogène et l'oxygène phénolique. L'électron libre ainsi généré est stabilisé par résonance. Deux

monolignols peuvent alors se combiner et former une nouvelle liaison covalente. Un radical libre étant

toujours présent au niveau de l'hydroxyle phénolique, ce dimère peut de nouveau se combiner à

d'autres mono- ou polylignols. Cette réaction en chaîne permet la constitution d'une structure
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polymérique complexe. L'initiation et le contrôle de ce processus restent encore par bien des aspects à

élucider (Davin et al., 1997; Ralph et al, 2001b).

La paroi des cellules végétales est composée de fibres de cellulose entrelacées dans une

matrice dense et amorphe de polysaccharides et de lignine. Les parois des cellules jeunes

indifférenciées en phase de croissance sont dites de type primaire. Elles contiennent surtout des

substances pectiques et des hémicelluloses. En fin de croissance les parois subissent un

épaississement suite à la biosynthèse plus abondante de cellulose et à la lignification. Dans cette paroi

dite secondaire, la cellulose constitue une charpente fibrillaire rigide et compacte dans laquelle les

microfibrilles sont disposées en parallèle (Roland, 1980).

Les tissus lignifiés ne contiennent généralement pas de substances pectiques. Cependant

quelques végétaux font exception à cette règle, ainsi dans l'herbe, les pectines sont présentes dans la

paroi secondaire. La composition de la paroi en cellulose, hémicelluloses, pectines et lignine est très

variable selon l'origine végétale. Par exemple dans l'herbe, la cellulose représente en moyenne 55%

des composants de la paroi secondaire contre 30% pour les hémicelluloses, 10% pour la lignine et

5% pour les pectines (Bidlack et Buxton, 1992).

La grande complexité de la structure de la paroi végétale ne permet pas, à l'heure actuelle, de

donner une description complète de l'arrangement de ces différentes molécules. Les chaînes de

xyloglucanes et de glucuronoarabinoxylanes sont en contact entre elles par l'intermédiaire de liaisons

hydrogènes qui s'établissent à l'interface des microfibrilles de cellulose et de la matrice amorphe. Par

ailleurs des liaisons de types ester et éther se forment entre la lignine et les hémicelluloses (Scalbert

et al., 1985). Dans cet enchevêtrement de polymères un degré supplémentaire de complexité est

introduit par la présence d'autres molécules notamment des glycoprotéines. Dans des circonstances

naturelles, la Iignocellulose est la forme complexe sous laquelle se présente le plus fréquemment la

cellulose aux micro-organismes cellulolytiques (Tomme et al., 1995). Le modèle simplifié de la paroi

végétale proposé en Figure 7 pour l'herbe permet d'illustrer les difficultés rencontrées par les micro­

organismes lors de l'hydrolyse de la biomasse végétale (Bildlack et al., 1992; Carpita et Gibeaut,

1993).
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Figure 7: Modèle de structuration des polysaccharides pariétaux dans l'herbe

(Adapté de Carpita et Gibeaut, 1993).
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La digestion des composés cellulosiques résulte de l'action de protozoaires, de moisissures et de

bactéries (Béguin et Aubert, 1994). Ces micro-organismes cellulolytiques sont présents dans tous les

biotopes où la cellulose s'accumule (Bayer et Lamed, 1992). Bien que la majeure partie de la cellulose

soit dégradée de manière aérobie, les écosystèmes anaérobies ont un rôle déterminant dans le cycle

biogéochimique du carbone (Leschine, 1995). Comme l'indique la Figure 8, ces deux écosystèmes ne

sont pas dissociés l'un de l'autre mais bien interconnectés.

Les couches superficielles du sol sont le plus vaste environnement aérobie où la cellulose est

oxydée selon la réaction globale suivante: C6H120 6 + 602 ~ 6C02 + 6H 20 (Ljungdahl et Eriksson,

1985). Des moisissures, telles que Trichoderma reesei, et des bactéries, comme celles du genre

Ce//u/omonas, participent pour l'essentiel à la dégradation aérobie de la cellulose (Béguin et Aubert,

1992).

Dans les écosystèmes cellulosiques, l'interaction symbiotique qui s'établit entre les micro­

organismes dégradant le biopolymère insoluble et les micro-organismes satellites de type

saccharolytiques, favorise la digestion de la cellulose. En effet, les micro-organismes cellulolytiques

produisent des enzymes qui dépolymèrisent la cellulose en cellodextrines solubles incorporables par la

cellule. Par ailleurs, ces glucides solubles, dont le cellobiose constitue la majeure partie, sont aussi

métabolisés par les micro-organismes satellites incapables d'hydrolyser la cellulose. La concentration

en cellodextrines solubles, principalement en cellobiose, est ainsi maintenue à un niveau faible ce qui

limite l'effet rétro-inhibiteur dû à l'excès d'oligosaccharides sur le système cellulolytique (Bayer et al.,

1994 ; Ljungdahl et Eriksson, 1985). Plus généralement, les micro-organismes satellites contribuent à

purger le microbiotope des produits dérivés de la dégradation de la Iignocellulose en métabolisant les

catabolites ou encore les composés aromatiques toxiques issus de la dégradation de la lignine (Bayer

et al., 1992). Les micro-organismes satellites peuvent aussi fournir des facteurs de croissance et des

agents protecteurs à la microflore Iignocellulosique. Les interactions de cette association

synthrophique sont résumées dans la Figure 8.

La voie de digestion anaérobie de la cellulose peut se résumer à la réaction globale suivante:

C6H120 6 ~ 3C02 + 3CH4 (Ljungdahl et Eriksson, 1985). 5 à 10% de la cellulose sont convertis par ce

processus.
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Figure 8: Description générale et schématique des interactions dans un

microbiotope cellulosique (Adapté de Bayer et al., 1994).

15



Introduction

Dans tous les écosystèmes cellulosiques des interactions mutualistes s'établissent entre les

communautés microbiennes. A la base, les micro-organismes satellites saccharolytiques utilisent les

glucides solubles fournis par les micro-organismes cellulolytiques lors de la dégradation de la cellulose.

Cependant, dans un environnement anaérobie, en plus du gaz carbonique, la fermentation de ces

glucides aboutit à la formation d'autres catabolites principalement des acides organiques, tels que

l'acétate, et des solvants organiques, tels que l'éthanol qui pourront être métabolisés par les micro­

organismes satellites (Figure 8).

Un autre type d'interaction synthrophique, favorisant la cellulolyse et rencontré exclusivement

dans les écosystèmes anaérobies, se situe entre les micro-organismes producteurs et les micro­

organismes consommateurs de CO2 et d'H2 (Figure 8). Peu d'hydrogène s'échappe de ce type de

biotope vers l'atmosphère, car il est immédiatement consommé par les bactéries méthanogènes et

acétogènes. Ces bactéries limitent ainsi l'accumulation d'H2I qui a un effet rétro-inhibiteur (Leschine,

1995). Les acétogènes assimilent le dihydrogène et l'utilisent pour la réduction du gaz carbonique en

acétate: 2C02 + 4H 2 ~ CH 3COOH + 2H 20. Les méthanogènes utilisent le dihydrogène pour réduire le

gaz carbonique en méthane: CO2 + 4H 2 ~ CH4 + 2H20. L'acétate, qui est à la fois produit

directement par la fermentation de la cellulose et par les micro-organismes satellites, est aussi un

précurseur important du méthane dans les environnements anaérobies. En effet, certaines espèces de

méthanogènes procèdent à un clivage acétoclastique qui convertit l'acétate en CO2 et en méthane:

CH 3COOH ~ CH4 + CO2 (Jones et al., 1987). Ce transfert d'hydrogène inter-espèces a un rôle central

dans les communautés microbiennes anaérobies (Peck et Odom, 1981 ; Morvan et al., 1996).

Le gaz carbonique qui s'échappe dans l'atmosphère est refixé sous forme de matière organique

par les organismes autotrophes et notamment sous forme de cellulose principalement par les

organismes photosynthétiques (Ljungdahl et Eriksson, 1985). Quant au méthane libéré, il peut-être

oxydé en gaz carbonique par certains micro-organismes anaérobies (Boetus et al., 2000 ; Hinrichs et

al., 1999) ou se fixer sous forme d'hydrate de méthane principalement dans les fonds marins (Bidle et

al., 1999 ; Marchesi et al., 2001).

Le rumen, le tractus intestinal des animaux, le sol, les composts, les marécages, les sédiments

marins et d'eau douce sont les biotopes naturels majeurs où prend place la digestion anaérobie de la

cellulose (Ljungdahl et Eriksson, 1985). De manière industrielle, la dégradation anaérobie des

composés Iignocellulosiques est utilisée lors de traitements d'épuration et à des fins énergétiques lors

du traitement des déchets ménagers. Le sol, les sédiments et le rumen sont les écosystèmes

cellulosiques anaérobies les plus étudiés (Leschine, 1995).
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Les ruminants dégradent la Iignocellulose dans une section prégastrique et spécialisée du

tractus gastro-intestinal, le rumen (Hobson, 1988). Les animaux étant déficients en enzymes

dégradant la lignocellulose, et plus particulièrement la cellulose, ce sont des micro-organismes

endosymbiotiques qui ont la charge de digérer de tels composés.

Dans le rumen la cellulose n'est pas complètement convertie en gaz carbonique et en méthane

comme c'est le cas dans les biotopes anaérobies de l'environnement; des acides gras volatils tels que

l'acétate, le formiate, le propionate ou le butyrate, sont produits en quantités significatives. Ceci

s'explique par des temps de séjours beaucoup plus courts que dans le sol et les sédiments, ce qui

limite d'autant le taux de conversion en CO2 et CH4 (Leschine, 1995).

Les bactéries sont généralement considérées comme responsables de l'activité cellulolytique du

rumen mais les moisissures, telles que Neoca//imastix patriciarum, et les protozoaires, tels que

Eudip/odinium maggii(Coleman, 1978), apporteraient une contribution non négligeable à ce processus

(Leschine, 1995). C'est en s'appuyant sur la prévalence numéraire et la diversité métabolique des

espèces que la plus grande partie de l'activité cellulolytique du rumen fut attribuée aux bactéries

(Cheng et al., 1991). Dans le rumen, les espèces bactériennes prédominantes pour la dégradation de

la cellulose sont Butyrivibrio fibriso/vens, Fibrobacter succinogenes, Ruminococcus a/bus et

Ruminococcus flavefaciens.

La participation des protozoaires à la dégradation des composés Iignocellulosiques a longtemps

été un sujet de controverse (Flint, 1997). En effet, parmi les activités cellulasiques détectées une

éventuelle contamination par des bactéries cellulolytiques endosymbiotiques ne pouvaient totalement

être exclue. Bien qu'il existe peu d'exemples, des gènes impliqués dans la dégradation de la

Iignocellulose ont été récemment isolés chez des protozoaires du rumen, citons une ~-1,4

endoglucanase (numéro d'accession: AB011273) isolée d'Epidinium ecaudatum (Bonhomme, 1988) et

une xylanase (numéro d'accession: AJ252150) isolée de Po/yp/astron mu/tivesicu/atum (Devillard et........ ,...•,\

al., 1999). Certaines études ont estimé que dans le rumen jusqu'à 62% de l'activité cellulolytique

associée aux composés végétaux était liée aux protozoaires (Coleman, 1992; Newbold et al., 1989 ;

Williams et Whithers, 1991), dont la participation active à la digestion de la cellulose se ferait

principalement par des activités ~-1,4 endoglucanase (Onodera et al., 1988a).

Dans le rumen, un type particulier d'interactions a été constaté entre certaines espèces

cellulolytiques de bactéries et de moisissures. Ainsi Ruminococcus flavefaciens synthétise une protéine

extracellulaire qui inhibe l'activité cellulolytique de Neoca//imastix fronta/is (Bernalier et al., 1992,

1993). Un tel phénomène n'a pour le moment pas encore été constaté entre d'autres espèces.
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Bien qu'étant l'écosystème cellulosique anaérobie le plus étudié (Wolin et Miller, 1988), la

contribution relative des bactéries, protozoaires et moisissures cellulolytiques du rumen lors de la

dégradation de la Iignocellulose ainsi que les relations étroites qui s'établissent entre ces

communautés microbiennes restent encore un sujet de controverse. Une étude récente a montré que

les bactéries ne sont actives que dans les premières étapes de la dégradation de la Iignocellulose, une

incubation prolongée entraînant la lyse cellulaire (Lee et al., 2000). Après une phase de latence, les

moisissures prennent le relais. La contribution de la fraction fongique lors de la digestion apparaît

alors bien plus élevée que pour les bactéries. Ceci s'expliquerait par la capacité des moisissures à

former des filaments qui pénètrent profondément dans les tissus végétaux ce qui fragilise et

fragmente le matériel végétal en le rendant plus sensible à la dégradation par les cellulases (Bauchop,

1981). Quant aux protozoaires il apparaît qu'ils ne peuvent en aucun cas dégrader seuls les composés

lignocellulosiques.

Tandis qu'entre les bactéries et les moisissures une synergie d'action se met en place lors de la

dégradation de la Iignocellulose, les protozoaires entrent en compétition avec le substrat entraînant un

ralentissement de la vitesse de cellulolyse (Lee et al., 2000). Ces résultats confirment certaines études

(Onodera et al., 1988b ; Hobson et Stewart, 1997) mais s'opposent à d'autres auteurs qui ont observé

un mutualisme ou du moins un commensalisme entre les protozoaires et les bactéries ou les

moisissures (Orpin, 1984 ; Yoder et al., 1966).

Une grande partie des différences observées entre ces études pourrait être en partie imputable

aux substrats. Ainsi, dans la dernière étude de Lee et al. (2000), il ne s'agissait pas de Iignocellulose

ou de cellulose pré-traitée comme dans les autres investigations mais d'herbe coupée ce qui

représente un substrat très proche de la ration alimentaire d'un ruminant (Lee et al., 2000 ; Weimer

et al., 2000). Par contre, comme pour la majeure partie des études réalisées, les cultures ont été

effectuées en mode discontinu alors que le rumen se rapproche plus d'un bioréacteur continu ou du

moins semi-continu (Kovarova-Kova et Egli, 1998; Shi et al., 1997 ; Chen et Weimer, 2001). Les

contradictions de ces études font surtout ressortir la grande complexité de cet écosystème ainsi que

les difficultés à construire un microbiotope représentatif du rumen in vitro.

Beaucoup d'autres espèces animales abritent des bactéries cellulolytiques anaérobies dans leurs

intestins notamment le termite, le porc et même l'homme (Breznak, 1982; Varel et al., 1984;

Wedekind et al., 1988). Contrairement aux ruminants, les protozoaires et les moisissures ne sont pas

présents lors de la cellulolyse. Par contre, comme chez les ruminants, les acides gras volatils issus de

la fermentation rejoignent la circulation sanguine de l'hôte pour être incorporés par les tissus. Ces

acides gras constituent une part nutritionnelle non négligeable représentant généralement entre 5 et

70% de la ration énergétique journalière selon l'espèce animale (Leschine, 1995).
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Le sol est un immense réservoir de carbone, les quelques mètres de profondeur qui le

constituent contiennent deux fois plus de carbone que l'atmosphère (Leschine, 1995). La dégradation

anaérobie de la cellulose a lieu quelques centimètres sous la surface. Dans un premier temps la

cellulose est oxydée en gaz carbonique et les protons sont réduits en dihydrogène, puis un second

processus oxyde le dihydrogène et réduit le gaz carbonique en méthane. Comme dans la plupart des

niches anaérobies de l'environnement, l'interconnexion de ces deux processus permet la conversion

totale de la cellulose en gaz carbonique et en méthane (Wolin et Miller, 1987).

Dans l'environnement les bactéries cellulolytiques anaérobies sont essentiellement du genre

C/ostridium (Leschine, 1995 ; Leschine et Canale-Parola, 1983 ; Warshaw et al., 1985). Elles peuvent

être mésophiles comme C/ostridium papyroso/vens ou thermophiles comme C/ostridium thermoce//um.

Dans certains sédiments marins, où le sulfate est présent en quantité importante, la

consommation de dihydrogène par les méthanogènes est supplantée par les bactéries sulfato­

réductrices. Dans ce type de biotope, le sulfure d'hydrogène devient le produit majeur de la

dégradation de la cellulose (Robinson et Tiedje, 1984).

Les niches écologiques de l'environnement où la cellulose est dégradée sont souvent déficientes

en azote combiné (Leschine et Canale-Parola, 1983, 1989; Leschine et al., 1988). Chez certaines

espèces de C/ostridium, telles que C/ostridium ce//obioparum ou C/ostridium hungatei (Bogdahn et

Kleiner, 1986; Monserrate et al., 2001) des activités nitrogénases ont été détectées. L'avantage

sélectif acquis par les bactéries cellulolytiques qui peuvent fixer l'azote atmosphérique est

certainement déterminant dans ce type de biotope. En fixant des quantités substantielles d'azote

atmosphérique et en le redistribuant sous une forme combinée assimilable par les autres

communautés microbiennes ces bactéries auraient un rôle majeur dans l'écosystème (Leschine,

1995).

Bien que le schéma général de la dégradation de la cellulose soit bien connu, le détail de toutes

les interactions intermédiaires entre les différents acteurs microbiens reste encore à préciser (Conrad,

1999). En effet, cet écosystème n'est pas aussi délimité et cloisonné que celui du rumen ce qui rend

son étude plus délicate.
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C* la dégradation bactéli'ienne de la cellullose

Les premières caractérisations de bactéries en tant que cellulolytiques doivent être considérées

avec précaution. En effet, ce terme a longtemps été utilisé pour désigner des micro-organismes

possédant une activité endoglucanase qui est facilement détectable par l'utilisation de dérivés solubles

de la cellulose tels que la carboxyméthylcellulose (CMC), alors qu'une enzyme active sur la CMC

n'hydrolyse pas nécessairement la cellulose native cristalline. Une cellulolyse efficace de la cellulose

native requiert nécessairement un ensemble d'activités enzymatiques de spécificités différentes. Le

Tableau 1 donne une liste exhaustive des bactéries véritablement cellulolytiques isolées jusqu'à

présent qui dégradent et peuvent croître sur de la cellulose native cristalline comme seule source de

carbone (Schwarz, 2001b).

De manière assez surprenante, aucun procaryote appartenant au domaine Archaea et

possédant une activité cellulolytique n'a jusqu'à présent été isolé (Bergquist et al., 1999). Dans le

domaine Bacteria, seuls 7 phyla, parmi les 23, possèdent des espèces cellulolytiques (Tableau 1).

Les premières bactéries cellulolytiques isolées ont été des espèces thermophiles comme

C/ostridium thermoce//um (Ng et al., 1977) dont le potentiel d/application industrielle réside dans la

fermentation de la cellulose en éthanol. La cellulolyse était estimée plus efficace et plus rapide chez

les thermophiles que chez les mésophiles mais progressivement les recherches se sont tournées vers

les bactéries mésophiles, des études ayant montré que la vitesse de dégradation de la cellulose par

ces micro-organismes pouvait être comparable à celles des thermophiles (Leschine et Canale-Parola,

1983).

La plupart des bactéries cellulolytiques thermophiles peuvent en fait être qualifiées d'extrêmes

thermophiles puisque leur température optimale de croissance est généralement supérieure ou égale

à 65°(, Elle est par exemple de 65°C pour C/ostridium stercorarium et de 80°c pour Thermotoga

maritima qui peut même se développer jusqu'à 90°C (Bergquist et al., 1999). Jusqu'à présent,

Acidothermus ce//u/o/yticus et C/ostridium thermoce//um sont les deux seules bactéries cellulolytiques

thermophiles faisant exception à cette règle puisque leur température optimale de croissance reste

comprise entre 55 et 60°C (Bergquist et al., 1999). Thermoactinomyces, Ca/dibaci//us ce///u/ovorans et

Rhodothermus marinus sont les seules bactéries aérobies cellulolytiques et thermophiles isolées, ce

qui contraste avec les bactéries anaérobies cellulolytiques thermophiles pour lesquelles 17 espèces ont

déjà été isolées.

La seule espèce de bactéries cellulolytiques acidophile est Acidothermus ce//u/o/yticus (Tableau

1). Cette bactérie aérobie thermophile peut être qualifiée d'extrêmophile puisque son pH optimal de

croissance est de 5 mais qui peut croître et dégrader la cellulose jusqu'à pH 3 (Bergquist et al., 1999).
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Tableau 1: Liste des bactéries cellulolytiques classées selon leur groupe taxonomique

(Garrity et a!., 2001 ; Schwarz, 2001b). Les espèces anaérobies sont indiquées en grisé. Pour

la température de croissance, m : mésophile et t : thermophile.

Position phylogénétique Température
Source Référence

Famille Genre Espèce de croissance

Domaine Bacteria, Phylum Thermotogae, Classe Thermotogae, Ordre Thermotogales

, mafitima t source chaude Liebl et al., 1996
Thermotaga

neapo/itana t source chaude Sunna et al., 1997Thermotagaceae

FelVidobaderium islandicum t source chaude Hubert et al., 1990

Domaine Bacteria, Phylum Proteobacteria, Classe Betaproteobacteria, Ordre Burkholderiales

A/caligenaceae Achromobacter piechaudii m sol Lednicka et a/., 2000

Domaine Bacteria, Phylum Proteobacteria, Classe Gamaproteobacteria, Ordre Xanthomonadales

Xanthomonadaceae Xanthomonas sp. m eau saumâtre Mullings et Parish, 1984

Domaine Bacteria, Phylum Proteobacteria, Classe Gamaproteobacteria, Ordre Pseudomonada/es

5p. m plante Dees et al., 1995
Pseudomonas

mendocina m sol Lednicka et al., 2000

Pseudomonadaceae gi/vus m sol Coughlan et Mayer, 1992

Cellvibrio mixtu5 m sol Lednicka et al., 2000

vu/garis m sol Blackall et al., 1985

Domaine Bacteria, Phylum Proteobacteria, Classe Deltaproteobacteria, Ordre non classé

non classé "Myxobacter' sp. AL-l m sol Avitia et al., 2000

Domaine Bacteria, Phylum Firmicutes, Classe Clostridia, Ordre Clostridiales

.. a/drichii m bois Yang et al., 1990

Iii; celerecrescens m fumier Palop et al., 1989li

• : cellobioparom m rumen Lamed et al., 1987

. cellu/ofermentans m fumier Yanling et al., 1991

• cellulolyticum m compost Petitdemange et al., 1984
,

1", cellulosi m fumier Yanling et al., 1991

,c,'" cellu/ovorans m bois Sleat et al., 1984

. , chartatabidum m rumen Kelly et al., 1987

herbivarans m instestin de porc Varel et al., 1984

C10stridiaceae 1-, Clostridium hungate/ m sol Monserrate et al., 2001
l,

josui m compost Sukhumavasi et al., 1988

/ongisporom m rumen Varel, 1989

1" papyroso/vens m papier PohlschrOder et al., 1995
Il

populeti m compost Sleat et Mah, 1985. "

stercorarium m compost Schwarz et al., 1995

termitidis m intestin de termite Hethener et a/., 1992

l'
thermocellum t soi McBee, 1950

thermocopriae t source chaude Jin et Toca, 1989

thermo/adicum t sol Le Ruyet etal.,1985; Fardeau etaI., 2001

thermopapyrolyticum t boue Méndez et al., 1991

Acetivibrio cellu/olyticus m eaux usées Patel et al., 1980 ; Lin et al., 1994

"Bacteroides" cellu/osolvens m eaux usées Murray et a/., 1984; Lin et al., 1994

"Eubaderium" celluloso/vens m rumen Prins et al., 1972 ; Collins et al., 1994

ButyrMbrio fibtjsolvens m rumen Berger et al., 1990

Lachnospiraceae flavefaciens m rumen Hopgooe et Walker, 1967
Ruminococcus

a/bus m rumen Leatherwooe, 1965

saccharolyticus t source chaude Rainey et al., 1994

Ca/docellu/osiroptor ladoaceticus t source chaude Mladenovska et al., 1995

Syntrophomonodaceae krisjanssonii t source chaude Bredholt et al., 1999

"Anaerocellum" thermophilum t source chaude Svetlichnyi et al., 1990

'Thermoanaerobader" cellu/olyticus t source chaude Rainey et al., 1993 ; 8redholt et al., 1995

Domaine Bacteria, Phylum Firmicutes, Classe Bacilli, Ordre Bacillales

n,ermoactinomycetaceae T77ermoactinomyces sp. YX t source chaude Hagerdahl et al., 1979

Ca/dibacillus cellu/ovorans t source chaude Sunna et al., 2000
Bacillaceae

BacH/us circulans m sol Kim, 1995
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Position phylogénétique Température
Source Référence

Famille Genre Espèce de croissance

Domaine Bacteria, Phylum Actinobacteria, Classe Actinobacteria, Sous-classe Actinobacteridae, Ordre Actinomycetales

biazotea m sol Lednicka et al, 2000

bibula m sol Lednicka et al, 2000

cartae m sol Thayer et al, 1984

Sous-ordre Micrococcocineae ceiiasea m sol Lednicka et al, 2000

Famille Ce//u/omonadaceae
Ce//u/omonas ce//ulans m sol Schumann et al, 2001

fimi m sol Lednicka et al, 2000

navigena m sol Lednicka et al, 2000

ge/Ida m sol Thayer et al, 1984

iranensis m sol Elberson et al, 2000

persica m sol Eiberson et al, 2000

uda m eaux usées Thayer et al, 1984

Sous-ordre Micrococcocineae
Curtobacterium fa/cumfaciens m sol Lednicka et al, 2000

Famille Microbacteriaceae

Sous-ordre Micromonosporineae Micromonospora me/onospora m compost Wilson, 1992

Famille Micromonosporaceae Actinop/anes aurantiaca m sol Coughlan et Mayer, 1992

a/boguseo/us m sol Schwarz, 2001a

aureofaciens m compost Schwarz, 2001a

ce//u/o/yticus m sol U etai, 1997

navognseus m sol McKenzie et al, 1984

Sous-ordre Streptomycineae
/ividans m sol Schwarz, 2001a

Famille streptomycetaceae
Streptomyces mtrosporeus m sol Schwarz, 2001a

o/ivochromogenes m sol Coughlan et Mayer, 1992

reticu/i m sol Schrempf et Walter, 1995

rochei m intestin de termite Perito et al, 1994

thermovulgaris m sol Coughlan et Mayer, 1992

viridosporus m sol Coughlan et Mayer, 1992

Sous-ordre Streptosporangineae
Microbispora bispora t sol Wilson, 1992

Famille Streptosporangiaceae

Sous-ordre Streptosporangineae curvata t sol Wilson, 1992
Thermobifida

Famille Nocardiopsaceae fusca t sol Wilson, 1992

Sous-ordre Frankineae
Acidothermus ce//u/o/yticus t source chaude Eppard et al, 1996

Famille Acidothermaceae

Domaine Bacteria, Phylum Spirochaetes, Classe Spirochaetes, Ordre Spirochaetales

Spirochaetaceae 5pirochaetiJ thermophi/a t source chaude Aksenova et al, 1992

Domaine Bacteria, Phylum Fibrobacteres, Classe Fibrobacteres, Ordre Fibrobacterales

Fibrobacteraceae Fibrobacter succinogenes m rumen Schellhorn et Forsberg, 1974

Domaine Bacteria, Phylum Bacteroidetes, Classe Flavobacteria, Ordre Flavobacteriales

F/avobacteriaceae F/avobacterium johnsoniae m sol Lednicka et al, 2000

Domaine Bacteria, Phylum Bacteroidetes, Classe Sphingobacteria, Ordre Sphingobacteriales

Cytophaga aurantiaca m sol Mullings et al, 1984

F/exibacteraceae Cytophaga hutchinsonii m sol Godden et Pennine"", 1984

Sporocytophaga myxococcoides m sol Coughlan et Mayer, 1992

Crenotrichaceae Rhodothermus marinus t source chaude Hreggvidsson et al, 1996
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Environ 80% des bactéries cellulolytiques isolées jusqu'à présent sont Gram positives et sont

réparties en seulement deux phyla (Schwarz, 2001a). Certaines appartiennent au phylum des

Actinobacteria et seulement à l'ordre Actinomyceta/es qui sont des bactéries Gram positives à haut

pourcentage en base G+C (Tableau 1). Les autres appartiennent au phylum Firmicutes et

essentiellement à l'ordre des Clostridia/es mais aussi quelques-unes à l'ordre des Baci//a/es qui sont

des bactéries Gram positives à bas pourcentage en base G+C (Tableau 1).

La majeure partie des bactéries cellulolytiques anaérobies isolées jusqu'à présent sont situées

dans la classe Clostridia et plus particulièrement dans l'ordre des Clostridia/es où elles sont réparties

dans les familles Clostridiaceae/ Lachnospiraceae/ et Syntrophomonodaceae (Tableau 1) à l'exception

de:

• Thermotoga maritima/ Thermotoga neopo/itana et Fervidobacterium is/andicum qui

sont de la famille Thermotogaceae appartenant à l'ordre Thermotoga/es dans la classe

Thermotogae du phylum Thermotogae.

• Spirochaeta thermophi/a qui est la seule espèce ayant une activité cellulolytique dans le

phylum Spirochaetes.

• Fibrobacter succinogenes qui est elle aussi la seule espèce isolée du phylum

Fibrobacteres à posséder une activité cellulolytique.

Ces dernières espèces cellulolytiques anaérobies ont cependant une coloration de Gram

négative contrairement aux espèces de la classe des Clostridia qui sont Gram positives et qui, bien

que réparties en différentes familles, forment un groupe taxonomique plus homogène (Schwarz,

2001a).

Le genre C/ostridium regroupe des bactéries anaérobies strictes, formant des endospores, ne

réduisant pas les sulfates, à Gram positif et à bas pourcentage en bases G+C, généralement compris

entre 22 et 55%. Ce groupe taxonomique est relativement hétérogène puisque beaucoup de bactéries

y ont été classées sur les simples critères cités précédemment (Rainey et al., 1993a, 1993b; Rainey

et Stackebrandt, 1993). Ce genre renferme quelques espèces bactériennes remarquables telles que:

• Clostridium thermoce//um l'une des premières espèces cellulolytiques bactériennes

isolée et caractérisée (Viljoen et al., 1926).
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• C/ostridium acetobuty/icum qui fut utilisé pour la production d'acétone et de butanol

avant que la synthèse de ces solvants par voie pétrochimique devienne plus rentable

(Dixon, 1996).

• C/ostridium botu/inum qui synthétise une puissante neurotoxine principalement

impliquée lors d'intoxications alimentaires mais aussi utilisée à des fins médicales

(Johnson, 1999).

• ou encore Epu/opiscium fishe/soni qui est un oxymore au monde microbien puisqu'il

s'agit, de par ses dimensions 80 /-Lm x 600 /-Lm, du plus grand organisme procaryote

jamais isolé et quasiment visible à l'œil nu (Angert et al., 1993).

L'analyse de l'ARN ribosomique 165 a récemment permis de proposer un nouvel arrangement

phylogénétique des bactéries du genre C/ostndium (Collins et al., 1994) ; les espèces ont ainsi pu être

réparties en 19 c1usters différents dont une partie est représentée en Figures 9 et 10 où les bactéries

cellulolytiques sont indiquées en rouge.

Le c1uster 1 est le plus vaste et renferme C/ostridium butyricum, l'espèce de référence du genre

(Collins et al., 1994). Il contient aussi quelques espèces cellulolytiques : C/ostridium chartatabidum,

C/ostridium /ongisporum et C/ostridium ce//u/ovorans (Figure 10).

Les bactéries cellulolytiques appartiennent essentiellement au c1uster III (Figure 9). En effet, les

8 membres qui le constituent ne sont que des cellulolytiques. Il est intéressant de noter que ce c1uster

contient à la fois des espèces mésophiles et des espèces thermophiles, ce qui souligne que pour les

c10stridia cellulolytiques, la température optimale de croissance n'est pas un critère taxonomique

contrairement à ce qui a été parfois suggéré (Collins et al., 1994).

Les autres c1usters qui renferment des espèces cellulolytiques sont (Figure 10):

• le c1uster IV avec C/ostridium ce//u/osi

• le c1uster V avec C/ostridium thermocopriae.

• le c1uster X avec Anaeroce//um thermophi/um, Ca/doce//u/osiruptor saccharo/yticus et

Thermoanaerobacter ce//u/o/yticus. Dans la nouvelle pré-classification de Bergey ce

c1uster se rapporte à une autre famille que C/ostridiaceae puisqu'il appartient aux

Syntrophomonodaceae (Garrity et al., 2001 ; Schwartz, 2001a) (Tableau 1).

• et le c1uster XIV avec C/ostridium ce/erecrescens, Eubacterium ce//u/oso/vens et

C/ostridium popu/eti
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Figure 9 : Dendogramme représentant les relations phylogénétiques des espèces du

genre C/ostridium à l'extérieur du groupe 1 (Adapté de Collins et al., 1994). Les

espèces cellulolytiques sont indiquées en rouge.
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Figure 10 : Dendogramme représentant les relations phylogénétiques des espèces

du genre C/ostridium à l'intérieur du groupe 1 (Adapté de Collins et al., 1994). Les

espèces cellulolytiques sont indiquées en rouge.
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Cette répartition des espèces cellulolytiques met en exergue le fait que la qualification de

cellulolytique n'est pas un critère taxonomique pour les bactéries du genre C/ostridium. Après analyse

de leur ARN ribosomique 165, certaines espèces comme Acetovibrio ce//u/o/yticus, BacterOldes

ce//u/oso/vens et Eubacterium ce//u/oso/vens ont été récemment reclassées comme membres de la

famille C/ostridiaceae (Tableau 1) (Collins et al., 1994 ; Lin et al., 1994).

En se basant sur les recherches intensives menées sur le système cellulasique de la moisissure

Trichoderma reesei, la cellulolyse fut longtemps considérée comme le résultat de trois types d'activités

enzymatiques (Félix et Ljungdahl, 1993) :

• les endoglucanases ou 1,4 ~-D-glucane glucanohydrolases (EC 3.2.1.4) qui hydrolysent

la liaison osidique de manière aléatoire à l'intérieur de la chaîne de cellulose et qui

libèrent des fragments de cellulose plus courts.

• les exoglucanases qui incluent à la fois les glucohydrolases ou 1,4 ~-D-glucane

glucohydrolases (EC 3.2.1.74) et les cellobiohydrolases ou 1,4 ~-D-glucane

cellobiohydrolases (EC 3.2.1.91). Ces enzymes sont processives et libèrent

respectivement des unités glucose et des unités cellobiose à partir des extrémités non

réductrices des chaînes cellulosiques et des cellodextrines.

• les ~-glucosidases ou ~-D-glucoside glucohydrolases (EC 3.2.1.21) qui libèrent du

glucose à partir des cellodextrines solubles hydrolysées depuis leurs extrémités non­

réductrices.

Ces trois types d'hydrolases, de spécificités différentes, permettent une hydrolyse efficace de la

cellulose et sont communément désignés sous le terme de cellulases (Tomme et al., 1995).

Cependant cette classification des enzymes cellulasiques basée sur des données enzymatiques comme

la capacité d'hydrolyse des liaisons ~-1,4 glycosidiques selon qu'elles soient à l'intérieur ou à

l'extrémité des chaînes de cellulose ou que le substrat soit un polymère ou un oligomère est

récemment apparue comme une vue simpliste notamment grâce à de nouvelles données génétiques

et cristallographiques (Bayer et al., 1998).

Toutes les cellulases clonées et caractérisées jusqu'à présent ont un mécanisme catalytique

similaire : elles hydrolysent la liaison ~-1,4 glycosidique selon une catalyse de type acide général qui

requiert un donneur de protons et une base nucléophile. Ce mécanisme catalytique fait toujours

intervenir dans le site actif deux acides aminés portant des groupements carboxyliques et l'hydrolyse
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de la cellulose peut s'accompagner soit de la rétention soit de l'inversion de la configuration du

carbone anomérique (Schülein, 2000).

Ces enzymes ont une architecture moléculaire généralement complexe comprenant différentes

unités structurales et fonctionnelles (Davies et Henrissat, 1995). Les domaines catalytiques sont

généralement liés à des domaines non-catalytiques impliqués dans la liaison au substrat et appelés

CBD (cellulose-binding domain) ou plus récemment CBM (carbohydrate-binding module) (Schwarz,

2001a). Ces domaines ont été classés en 26 familles différentes selon la similarité de leur séquence en

acides aminés (Coutinho et Henrissat, 1999) et ils possèdent des affinités variables selon le type de

structure cristalline de la cellulose. Ces domaines CBD sont joints aux domaines catalytiques par des

régions riches en proline, thréonine et sérine ; ces régions agissent comme des bras flexibles et

donnent un certain degré de liberté au site actif du domaine catalytique qui peut ainsi atteindre

différentes zones autour du domaine CBD fixé au substrat.

Selon la séquence en acides aminés de leur domaine catalytique, ces cellulases ont d'abord été

classées en différentes familles de glycosides hydrolases ou GHF (glycoside hydrolase family) (EC

3.2.1.-) (Henrissat et Davies, 1997). Grâce aux données cristallographiques, certaines familles ont pu

aussi être regroupées en clans puisque malgré des différences de séquences, les membres de ces

familles ont un repliement similaire dans lequel la position des résidus catalytiques est conservée.

Jusqu'à présent, parmi les cellulases, 8 familles et 3 clans ont pu être caractérisées selon leur domaine

catalytique (Figure 11) (Bayer et al., 1998).

Deux sites peuvent permettre l'adhésion des cellulases à la surface cristalline de la cellulose: le

site actif du domaine catalytique ou le domaine CBD lorsque l'enzyme en possède un. Bien que

l'activité initiale soit identique à une enzyme possédant un domaine CBD, un domaine catalytique seul

s'inactive rapidement (Lee et Brown, 1997; Stahlberg et al., 1991). A l'inverse, la présence d'un

domaine CBD permet une activité continue le long de la fibre de cellulose même à des emplacements

où le domaine catalytique seul aurait une faible efficacité d'hydrolyse (Bolam et al., 1998). Bien que

les domaines CBD seuls se lient avec une forte affinité et parfois de manière irréversible à la cellulose,

il s'avère qu'en conjonction avec un domaine catalytique, l'activité cellulasique devient processive

(Carrard et al., 2000 ; Jervis et al., 1997). Cependant, cette activité processive n'a encore pu être

localisée ni au niveau du CBD ni au niveau des domaines catalytiques des cellulases (Irwin et al.,

1998).

Une nouvelle nomenclature pour ces enzymes a été proposée récemment afin de permettre une

description sans équivoque et une comparaison simple de leurs caractéristiques (Coutinho et

Henrissat, 1999; Henrissat et al., 1998). En accord avec les pratiques standard de génétique

bactérienne les gènes et leurs produits sont désignés par trois lettres tandis que l'organisme dont ils

sont issus est désigné par deux lettres. Un chiffre indique à quelle famille l'enzyme se rattache tandis

qu'une autre lettre indique l'ordre chronologique de leur publication. Par exemple Ct-CeI5A désigne la
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première (A) cellulase (Cel) isolé chez C/ostridium thermoce//um (Ct) et appartenant à la famille GHF 5

(5). Si une enzyme contient plus d'un domaine catalytique, ceux-ci sont indiqués l'un après l'autre

selon leur positionnement dans le sens conventionnel de l'extrémité N-terminale à l'extrémité C­

terminale (Henrissat et al., 1998). Ces nouvelles désignations ne font pas la distinction entre les

enzymes ayant un mode d'action endo- ou exoglucanolytique. En effet ces deux modes d'actions

existent chez toutes les cellulases où souvent un des deux modes prédomine, il ne s'agit donc pas

d'une distinction absolue (Henrissat et al., 1998 ; Teeri, 1997 ; Warren, 1996).

Tous les micro-organismes aérobies mais aussi quelques bactéries anaérobies excrètent les

cellulases dans le milieu environnant. Ces enzymes sont produites individuellement à des

concentrations élevées surtout lorsqu'elles ne possèdent qu'un seul domaine catalytique. Chez

Trichoderma reese~ un modèle d'action concertée des cellulases a été proposé (Béguin et Aubert,

1992) où les endoglucanases, qui ne sont actives que sur les régions amorphes de la cellulose,

libèrent des extrémités non réductrices. Ces extrémités peuvent à leur tour servir de substrats aux

cellobiohydrolases. Les glucohydrolases et les cellobiohydrolases poursuivent la dégradation de la

cellulose de manière processive jusque dans les zones cristallines qui ne pouvaient être attaquées par

les endoglucanases. Les cellodextrines libérées, essentiellement du cellobiose, sont alors hydrolysées

par les l3-glucosidases qui empêchent ainsi l'accumulation du cellobiose inhibiteur des

cellobiohydrolases. Ce modèle met en exergue une synergie d'action des cellulases impliquées (Béguin

et Aubert, 1994).

Certaines bactéries anaérobies ont sélectionné une solution plus économique qui ne nécessite

pas la synthèse massive de cellulases. Ainsi les bactéries cellulolytiques de la famille des

Syntrophononadaceae mais aussi quelques C/ostridiaceae comme C/ostridium stercorarium (Tableau

2) combinent plusieurs domaines catalytiques avec un domaine CBD dans un seul et même

polypeptide. Un synergisme intramoléculaire, et non plus intermoléculaire, s'établit à la fois au niveau

de l'activité et de la processivité des cellulases. Ce système permet la dégradation efficace de la

cellulose même à de faibles concentrations en enzymes (Bronnenmeir et al., 1991, 1997).

D'autres micro-organismes cellulolytiques ont sélectionné un système enzymatique encore plus

élaboré ; il s'agit d'un complexe multienzymatique extracellulaire situé à la surface des cellules et

appelé cellulosome. De tels complexes ont jusqu'à présent été décris uniquement chez des micro­

organismes anaérobies, essentiellement des bactéries de l'ordre C/ostridia/es mais aussi quelques

moisissures (Tableau 2) (Bayer et al., 1998).
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Tableau 2 : Micro-organismes cellulolytiques possédant un cellulosome (Bayer et al., 1998).

Organisme

Bactéries anaérobies

Mise en évidence Référence

C/ostridium thermoce//um Cellulosome isolé, Preuves immunochimiques

C/ostridium ce//u/ovorans Cellulosome isolé

C/ostridium ce//u/o/yticum Cellulosome isolé

C/ostridium josui Cellulosome isolé

C/ostridium papyroso/vens Cellulosome isolé

Bacteroides ce//u/oso/vens Cellulosome isolé, Preuves immunochimiques

Acetovibrio ce//u/o/yticus Identification de complexes de haut poids

moléculaire

Ruminococcus f/avefaciens Identification de complexes de haut poids

moléculaire

Ruminococcus a/bus Identification de complexes de haut poids

moléculaire

Moisissures anaérobies

Béguin et al., 1996 ; Lamed et al., 1983 ;

Gerngross et al., 1993

Lamed et al., 1987 ; Shoseyov et al., 1992

Bayer et al., 1998

Bayer et al., 1998

Bayer et al., 1998

Bayer et al., 1998 ; Lamed et al., 1991

Bayer et al., 1998 ; Lamed et al., 1987

Kirby et al., 1997

Lamed et al., 1987 ; Ohmiya et al., 1997

Neoca//imastix patriciarum

Piromyces

Orpinomyces

Identification de complexes de haut poids

moléculaire

Preuves immunochimiques

Identification de complexes de haut poids

moléculaire

Fanutti et al., 1995

Fanutti et al., 1995

Li et al., 1997
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Les bactéries possédant un cellulosome n'appartiennent pas nécessairement au même c1uster ni

à la même famille. En effet, un cellulosome peut aussi bien être présent chez des bactéries de la

famille des Lachnospiraceae comme Ruminococcus a/bus que chez des bactéries de la famille des

C/ostridiaceae comme Clostridium ce//u/ovorans et Clostridium thermoce///um, qui par ailleurs sont

dans des c1usters différents, respectivement le l et le III (Figure 9, 10) (Tableau l, 2). De même,

qu'une bactérie du genre C/ostridium soit ou non cellulolytique n'a pas de signification taxonomique, la

présence d'un cellulosome n'en a pas davantage (Collins et al., 1994). Par contre, jusqu'à présent, les

seules preuves formelles de la présence d'un cellulosome chez les bactéries n'existent que pour l'ordre

C/ostndia/es.

Les deux seules autres bactéries suspectées de posséder une structure cellulosomale sont

Thermobiftda fusca et Fibrobacter succinogenes (Schwarz, 2001a). Cependant ces données issues de

clichés en microscopie électronique n'ont pas encore pu être confirmées ni génétiquement ni

biochimiquement. Chez une Archaea, Archaeg/obus fu/gidus, des séquences homologues à des

domaines cellulosomaux ont été détectées mais aucune activité cellulolytique ni aucune séquence

d'endo- ou d'exoglucanase n'a pu être mise en évidence (Bayer et al., 1999). Enfin, le séquençage

complet du génome de Clostridium acetobuty/icum, publié très récemment (Nolling et al., 2001), a

révélé la présence d'un c1uster de gènes cellulosomaux complets mais vraisemblablement cryptiques

puisque aucune activité cellulolytique n'a jamais été rapportée chez ce micro-organisme, ces gènes ne

seraient donc pas exprimés ou du moins pas correctement (Schwarz, 2001a).

Bien que des preuves manquent encore, la plupart des bactéries cellulolytiques du genre

Clostridium sont fortement suspectées de posséder un cellulosome notamment Clostridium hungatei

ou Eubacterium ce//u/oso/vens (Blair et al., 1999; Monserrate et al., 2001). Pour Clostridium

stercorarium et Clostridium thermo/acticum cependant, la présence d'un cellulosome est presque

exclue puisque ni une approche génétique ni une approche biochimique n'a permis sa mise en

évidence (Bronnenmeir et al., 1990, 1991, 1997 ; Fardeau et al., 2001).

Le cellulosome, qui est une alternative à l'excrétion des cellulases, présente de nombreux

avantages. D'abord, vis à vis de la cellule (Shoham et al., 1999) :

• l'adhésion directement et spécifiquement sur la cellulose est un avantage décisif dans

la compétition pour le substrat qui peut s'établir entre les différentes communautés

microbiennes de l'écosystème.

• la proximité du cellulosome permet le maintien d'une concentration appropriée en

substrats solubles et assure un métabolisme cellulaire efficace en évitant la diffusion des

glucides solubles dans le milieu extracellulaire.
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Ensuite d'un point de vue enzymatique (Schwarz, 2001a) :

• Le cellulosome permet d'optimiser au maximum le synergisme de plusieurs cellulases et

assure un rapport correct entre les différentes activités cellulasiques en les adaptant aux

types de substrats à hydrolyser.

• Le cellulosome évite les adsorptions non productives grâce à un espacement optimal

entre les composants catalytiques.

• La compétitivité d'adsorption due à un nombre de sites limités est évitée par une

interaction forte d'un seul complexe multienzymatique sur un seul site grâce à un

domaine d'adhésion de faible spécificité (Norsker et al., 1999).

• La présence de plusieurs activités enzymatiques de spécificités diverses évite les

pauses lors de l'hydrolyse.

Le cellulosome le plus complexe mais aussi le plus étudié est celui de C/ostridium thermoce//um.

C'est chez cette bactérie que le concept de cellulosome fut introduit pour la première fois (Lamed et

al., 1983). Parmi les bactéries possédant un cellulosome, C/ostridium thermoce//um est la plus

thermophile. La composition de ce complexe varie entre les différentes souches de C/ostridium

thermoce//um avec une taille comprise entre 2,0 et 6,5 MDa (Béguin et Lemaire, 1996).

Les cellulosomes se trouvent à la surface de la cellule sous forme de protubérances

polycellulosomales regroupant de une à plusieurs dizaines de cellulosomes dont la masse moléculaire

peut atteindre 100 MDa (Figure 12). Ces protubérances permettent l'adhésion des bactéries à la

cellulose (Bayer et Lamed, 1986 ; Mayer et a/., 1987 ; Lamed et Bayer, 1988a, 1988b) (Figure 13).

Quelques cellulosomes peuvent aussi être présents à l'état libre dans le milieu de culture (Bayer et al.,

1983).

Les cellulases associées au cellulosome possèdent un domaine particulier appelé domaine

d'arrimage ou dDI (dockerin domain) (Gerngross et al., 1993) qui interagit spécifiquement avec un

domaine de cohésion ou cDI (Cohesin domain) (Fujino et al., 1992, 1993). Les domaines cDI sont

présents dans une protéine dite d'échafaudage dépourvue d'activité catalytique et appelée CipA

(Bayer et al., 1998), celle-ci est constituée de neuf domaines cDI, d'un domaine CBD, d'un domaine

hydrophile appelé domaine X et d'un domaine d'arrimage modifié localisé en C-terminal et appelé dDII

(Leibovitz et Béguin, 1996). La Figure 14 présente le modèle actuellement retenu de structuration du

cellulosome de C/ostridium thermoce//um. La spécificité d'interaction est relativement faible entre les
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Figure 12: Schéma d'une protubérance polycellulosomale de C/ostridium

thermoce//um d'après une électronographie obtenue en microscopie électronique

par transmission (Adapté de Shoham et al., 1999).

Cell'
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Protubérance allongée
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B

Figure 13 : Schéma de l'adhésion de C/ostridium thermoce//um sur une fibre de

cellulose d'après les images obtenues (A) en microscopie électronique par

transmission et (B) en microscopie électronique à balayage. Sur la photo A, la

cellule en haut (noir) est reliée à la cellulose en bas (blanc) par une protubérance

allongée. Sur la photo B, des cellules adhèrent à une fibre de cellulose, l'encart

montre une cellule avec des protubérances allongées (Adapté de Lamed et Bayer,

1988a et de Shoham et al., 1999).
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différents domaines cD, présents sur CipA, et dO, présentés par les cellulases. Par contre, le domaine

dDlI du cellulosome reconnaît spécifiquement et uniquement un domaine de cohésion modifié et

appelé cOlI (Shoham et al., 1999). Ce domaine fait partie de protéines d'ancrage membranaire qui

contiennent trois domaines homologues à la couche S appelés domaines SLH (S-Iayer homology)

(Figure 14). Trois protéines d'ancrage membranaire du cellulosome ont jusqu'à présent été

caractérisées : SdbA, Drf2P et DlpB (Leibovitz et al., 1997). Une autre protéine d'ancrage

membranaire, DlpA, ne possède pas de domaine cOlI en N-terminal, mais un domaine cDI ce qui

suggère qu'elle permet la liaison individuelle de cellulases cellulosomales via leur domaine dDI

(Salamitou et al., 1994). Le domaine CBD du CipA se lie de manière réversible à la cellulose et

possède une faible spécificité d'adhésion à la structure cristalline de la cellulose.

Le cellulosome est glycosylé, principalement au niveau de CipA, des résidus galactopyranose

sont liés aux résidus thréonine des régions riches en proline, thréonine et sérine qui relient les

différents modules cD de CipA (Gerwig et al., 1993). Ces glycosylations pourraient avoir un rôle de

protection du cellulosome contre les protéases, intervenir lors de la liaison du complexe à la cellulose

ou encore lors de la reconnaissance et de l'assemblage des différents modules protéiques constitutifs

du cellulosome (Schwarz, 2001a).

La formation du cellulosome est induite lors de la croissance sur cellulose ou cellobiose et sa

composition en unités catalytiques varie selon la nature du substrat (Bhat et al., 1993). 23 gènes de

composants catalytiques cellulosomaux ont jusqu'à présent été isolés chez C/ostridium thermocellum

(Schwarz, 2001a) ; outre les gènes d'exoglucanases, de cellobiohydrolases et d'endoglucanases

(Guglielmi et Béguin, 1998; Kataeva et al., 1999; Kruus et al., 1995; Zverlov et al., 1999), une

lichenase, une chitinase, une mannase et des xylanases ont aussi été isolés et caractérisés (Halstead

et al., 1999 ; Hayashi et al., 1999 ; Schwarz, 2001a). Certains de ces gènes sont regroupés en c1uster

mais la plupart sont dispersés sur le chromosome de C/ostridium thermocellum (Guglielmi et Béguin,

1998).

C/ostridium cellulolyticum fait partie des c10stridia possédant un système cellulasique organisé

sous forme de cellulosome. Cette bactérie appartient au même c1uster que C/ostridium thermocellum

cependant la structure du cellulosome et l'arrangement des gènes cellulosomaux sont différents.

Le cellulosome de C/ostridium cellulolyticum forme une structure extrêmement stable de 600

kDa qui est plus petite et moins complexe que celle de Clostridium thermocellum (Madarro et al.,

1991) ; les protubérances formées par ces cellulosomes n'excèdent pas 16 MDa (Gal et al., 1997).
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Domaine cDII tî Domaine cDI

Domaine dDI
Domaine dDII

Domaine CBD ~ Domaine catalytique

Figure 14: Représentation schématique de l'organisation du cellulosome de

C/ostridium thermoce//um (Adapté de Shoham et al., 1999). SLH (S-Iayer homology)

: domaine homologue à la couche S ; cD (cohesin domain) : domaine de cohésion;

dD (dockerin domain) : domaine d'arrimage; 1 : protéine impliquée dans la liaison

entre les cellulases et le cellulosome ; II : protéine impliquée dans la liaison entre la

protéine d'ancrage membranaire et le cellulosome ; CBD (cellulose-binding domain)

: domaine de liaison à la cellulose; X : domaine hydrophile.
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Lorque la cellule croît sur xylane, le complexe contient des xylanases en plus des cellulases (Mouhand­

Oussaid et al., 1999). Cependant aucun gène de xylanase n'a pour l'instant été isolé.

Plusieurs composants de ce cellulosome ont été caractérisés, leurs gènes clonés, séquencés et

exprimés dont 6 endoglucanases, CelA, CeIC, CeID, CelE, CelF et CelG (Bagnara-Tardif et al., 1992 ;

Bélaïch et al., 1997 ; Fierobe et al, 1991, 1993 ; Reverbel-Leroy et al., 1996, 1997 ; 5hima et al.,

1991) ainsi que la protéine d'échafaudage CipC (Pagès et al., 1999). Toutes les structures primaires

des endoglucanases déduites de la séquence de leur gène contiennent un domaine cDI. D'autre part,

certaines cellulases telles que CeID, CelE et CelG possèdent un domaine CBD. Une différence

frappante existe entre le cellulosome de C/ostridium cellulolyticum et celui de C/ostridium

thermocellum quant à l'organisation des gènes codant les composants du cellulosome ; alors que ces

gènes sont dispersés dans le génome de C/ostridium thermocellum, les gènes codant les composants

du cellulosome de C/ostridium cellulolyticum sont regroupés au sein d'un c1uster de 16 kb (Bagnara­

Tardif et al., 1992 ; Bélaïch et al, 1997).

Tandis que l'analyse par l'ADN ribosomique 165 montre que C/ostridium thermocellum et

C/ostridium cellulolyticum appartiennent au même c1uster (Collins et al., 1994), une analyse basée sur

les séquences codant les domaines cD et dD montre une séparation très nette entre les espèces

mésophiles et thermophiles (Bélaïch et al., 1997 ; Pagès et al., 1999). L'hypothèse la plus probable est

que cette différence reflète l'influence de la température de croissance sur l'évolution de la structure

des complexes cellulosomaux.

CipC a une organisation structurale très différente de CipA ; CipC possède huit domaines cDI,

deux domaines X et un domaine CBD (Pagès et al., 1999) (Figure 15). Le domaine dDII est absent, ce

qui suggère un mode de fixation à la surface de la bactérie différent de celui observé chez C/ostridium

thermocellum mais jusqu'à présent inconnu. OrfXp est une protéine, possédant un domaine cDI, qui

présente par ailleurs des similarités structurales avec la protéine d'ancrage OlpA trouvée chez

C/ostridium thermocellum (Pagès et al. 1999) ; ceci a permis de formuler l'hypothèse selon laquelle

OrfXp serait une protéine fixée à la paroi et participant à l'assemblage du cellulosome de Clostridium

cellulolyticum. Une autre possibilité d'attache du cellulosome à la surface cellulaire a été envisagée par

l'intermédiaire des domaines hydrophiles X (Mosbah et al., 2000) ; cependant, aucune des deux

hypothèses n'a encore pu être confirmée expérimentalement.

C/ostridium cellulovorans n'appartient pas au même c1uster que C/ostridium thermocellum et

C/ostridium cellulolyticum (Figure 9, 10). Le cellulosome de cette bactérie a une masse moléculaire de

1 MDa qui est intermédiaire entre les cellulosomes de C/ostridium thermocellum et de C/ostridium

cellulolyticum. La protéine d'échafaudage appelée CbpA contient neuf domaines cDI, quatre domaines

X et un domaine CBD (Doi et al., 1998) (Figure 15). Comme chez C/ostridium cellulolyticuml les gènes

du cellulosome sont organisés en un seul c1uster dans lequel se trouvent des endoglucanases comme
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CipC de Clostridium cellulolyticum

CbpA de Clostridium cellulovorans

CbpJ de Clostridium josui

CipV d'Acetivibrio cellulolyticus

CipBc de Bacteroides cellulosolvens

Protéine d'échafaudage putative de Clostridium acetobutylicum

~ Domaine cOli G) Domaine X

Domaine dDII tr Domaine cOI

Domaine CBD D Domaine catalytique

Figure 15 : Représentation schématique de la structuration des différentes protéines

d'échafaudage de cellulosome jusqu'à présent caractérisées (Adapté de Schwarz,

2001a).

38



Introduction

EngE, des exoglucanases comme ExgX ou encore une protéine HbpA très similaire à la protéine OrfXp

trouvée chez Clostridium ce//u/o/yticum (Tamaru et Dai, 1999 ; Tamaru et al., 2000).

CbpJ, la protéine d'échafaudage du cellulosome de Clostridium josui, possède six domaines cDI,

un domaine X et un domaine CBD (Kakiuchi et al., 1998) (Figure 15). Les gènes de deux

endoglucanases, CelA et CeIB, et d'une exoglucanase CelD ont jusqu'à présent été isolés. CelA

présente la particularité de posséder un domaine SLH, ce qui suggère que l'attachement du

cellulosome à la paroi bactérienne se fait par l'intermédiaire de cette cellulase.

Acetivibrio ce//u/o/yticus possède une protéine d'échafaudage CipV inhabituelle (Figure 15) qui

contient sept domaines cDI, un domaine CBD, un domaine dDII et en N-terminale un domaine

catalytique GHF 9 (Ding et al., 1999). C'est la seule protéine d'échafaudage caractérisée à ce jour qui

contient un domaine catalytique.

Bacteroides ce//u/oso/vens est une bactérie phylogénétiquement proche d'Acetivibrio

ce//u/o/yticus et récemment reclassée dans la famille Clostridiaceae (Lin et al., 1994). La protéine

d'échafaudage de son cellulosome, CipBc, contient un domaine CBD, un domaine dDII et de manière

assez surprenante 11 domaines cDII similaires à ceux trouvés chez Clostndium thermoce//um dans les

protéines SdbA, Orf2P et OlpB (Ding et al., 2000) (Figure 15).

Le dernier cellulosome décrit est celui trouvé lors du séquençage complet du génome de

Clostridium acetobuty/icum (Nollings et al., 2001). Aucune souche de cette espèce n'a jamais été

décrite comme cellulolytique auparavant. Ce cellulosome putatif contiendrait cinq domaines cDI, un

domaine CBD et un domaine dDII (Schwarz, 2001a) (Figure 15). Ces gènes ne peuvent pas, pour la

plupart, être exprimés en raison de décalages du cadre de lecture et de la dégénérescence des

séquences promotrices (Nollings et al., 2001).

Chez les principales bactéries du rumen étudiées, Ruminococcus a/bus, Ruminococcus

f1avefaciens et A'brobacter succinogenes, aucun gène de protéine d'échafaudage n'a encore été isolé

(Miron et al., 2001). Par contre chez Ruminococcus a/bus trois endoglucanases, EngV, EngVI et

EngVII, ont été isolées tandis qu'une endoglucanase EndA a été isolée chez Ruminococcus

f1avefaciens (Schwarz, 2001a) et dans chacune de ces cellulases un domaine dDI a pu être identifié.

Chez Fibrobacter succinogenes différents domaines de liaison à la cellulose ainsi que des

endoglucanases ont été identifiés mais aucune cellulase jusqu'ici isolée ne semble posséder de

domaine de type dDI ou dDII (Mitsumori et al., 1996 ; Mitsumori et Minato, 2000 ; Béra-Maillet et al.,

2000a, 2000b).
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D~ La fermentation de léi cellulose paf" les clostf'idia

En tant qu'organochimiohétérotrophe les c10stridia de type saccharolytique, dont font partie les

cellulolytiques, tirent leur énergie et leurs précurseurs biosynthétiques de la dégradation et de

l'oxydation de substrats carbonés. Un schéma général du métabolisme carboné chez les c10stridia est

représenté en Figure 16. En tant que bactéries Gram positives à bas pourcentage en bases G+C, les

c10stridia et les bactéries dites lactiques, comme celles des genres Streptococcus ou Lactobaci//us,

partagent certaines régulations métaboliques (Russell et al., 1996).

Les biopolymères, telles que la cellulose, sont préalablement dégradés extracellulairement en

composés assimilables par la cellule. Ces composés solubles, monomériques ou oligomériques, entrent

dans la cellule par des systèmes de transport membranaires pour être ensuite métabolisés par des

enzymes cytoplasmiques (Mitchell et al., 1995) (Figure 16).

Les hexoses sont pris en charge par la voie d'Embden-Meyerhof-Parnas conduisant à la

production de pyruvate avec formation de deux molécules de nicotinamide adénine dinucléotide réduit

(NADH) et de deux molécules d'adénosine triphosphate (ATP) par hexose catabolisé. A ce stade, le

pyruvate, qui est un métabolite intermédiaire commun à une large variété de substrats, est dirigé vers

différentes voies fermenta ires généralement après une oxydation sous forme d'acétyl-CoA via la

ferrédoxine (Fd) (Mitchell, 1998).

Une interaction critique existe entre le flux carboné et le flux d'électrons ; l'altération de ce

dernier pouvant avoir un effet marqué sur la nature des produits finaux formés (Girbal et al., 1995a,

1995b). Chez les c1ostridia, le métabolisme anaérobie étant de type fermentaire, l'ATP est généré par

phosphorylation du substrat et les accepteurs finaux d'électrons sont des molécules organiques dont

la nature est caractéristique de chaque espèce bactérienne. Cette capacité à former une large gamme

de produits de fermentation dote les c10stridia d'un haut degré de flexibilité permettant aux flux

métaboliques d'être ajustés et optimisés en réponse aux changements de conditions de

l'environnement (Mitchell, 1998).

Suite à la dégradation de la cellulose, les glucides solubles libérés sont directement assimilables

par la cellule. Ils comprennent du glucose et des cellodextrines solubles comprenant de 2 à 7 résidus

glucose c'est-à-dire du cellobiose, du cellotriose, du cellotetraose, du cellopentaose, du cellohexaose

et du celloheptaose. Ces substrats sont transportés par des protéines membranaires puis intègrent les

voies métaboliques générales. Chez les c1ostridia, le transport des substrats carbonés est relativement
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Figure 16 : Schéma général du métabolisme de conversion des substrats carbonés

en acides et solvants chez les c10stridia (Adapté de Mitchell, 1998).
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peu étudié. Cependant, les études réalisées ont montré que les mécanismes sont similaires à ceux

rencontrés chez la plupart des bactéries (Mitchell et al., 1995; Mitchell, 1998). Chez les ciostridia

cellulolytiques l'essentiel des connaissances sur cet aspect de la physiologie bactérienne résulte des

études menées sur C/ostridium thermocellum.

Le système phosphotransférase phosphoénolpyruvate ou PTS fut à l'origine découvert chez

Escherichia coli au milieu des années soixante (Kunding et al., 1966). Par la suite, il fut mis en

évidence chez un grand nombre d'espèces bactériennes mais il n'a encore jamais été détecté chez des

organismes eucaryotiques (Galinier, 2000).

Ce système transmembranaire catalyse le transport du substrat par translocation de groupe, du

milieu extracellulaire vers le cytoplasme, par la formation d'une chaîne de transfert d'un groupement

phosphate (Meadow et al., 1990 ; Postma et al., 1993). En effet, après sa fixation au récepteur, le

substrat est transporté à travers la membrane plasmique et phosphorylé à partir du PEP via différents

intermédiaires phosphoprotéiques (Figure 17).

Lors de la première étape de ce processus, le PEP transfère son groupement phosphate à

l'enzyme 1 (El) qui à son tour phosphoryle une protéine riche en histidine appelée HPr. La phospho­

HPr transfère ce groupement phosphate à l'enzyme lIA (EIlA) qui elle-même le transfère à l'enzyme

lIB (EIIB). Quant à l'enzyme IIC (EIIC), qui est toujours une protéine intégrée dans la membrane, elle

n'est pas phosphorylée mais elle fixe le substrat carboné, catalyse sa phosphorylation à partir du

phosphate fourni par EIIB et permet sa translocation dans le cytoplasme de manière concomitante.

El et HPr sont des protéines cytoplasmiques exprimées constitutivement qui participent au

transport de tous les substrats du système PTS. Les enzymes II sont au contraire spécifiques d'un

substrat; leur synthèse est induite en présence du substrat phosphorylé. Par ailleurs, en fonction du

substrat mais aussi de l'espèce bactérienne l'organisation de ce système diffère ; ainsi EIlA et EIIB

peuvent être soit indépendantes soit fusionnées, EIIB peut être fusionné avec EIIC ou les trois

partenaires EIlA, EIIB et EIIC peuvent être fusionné ensemble.

Malgré cette organisation moléculaire variable, le principe de transport du substrat reste

identique chez toutes les espèces bactériennes, par contre les modes de régulations de ce système

diffèrent notamment chez les bactéries à bas pourcentage en base G+C (Stülke et Hillen, 1998, 1999).

Un tel mécanisme de transport permet de réaliser deux étapes métaboliques, la translocation et la
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Figure 17 : Le système phosphotransférase phosphoénolpyruvate (PTS) bactérien

(Adapté de Herzberg et Klevit, 1994).
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phosphorylation, en ne consommant qu'une seule fois de l'énergie ce qui est un avantage en

particulier chez les bactéries anaérobies fermentaires où les rendements énergétiques sont plus faibles

que chez les bactéries aérobies.

Chez les c1ostridia, comme C/ostridium pasteurianum ou C/ostridium acetobuty/icum, la

phosphorylation PEP dépendante est impliquée lors du transport du glucose, du fructose ou encore du

mannitol (Mitchell, 1998). Chez C/ostridium thermoce//um, ce système existe pour le transport du

fructose et du mannitol, qui ne sont pas des produits d'hydrolyse de la cellulose, par contre il ne

semble pas mis à contribution pour le transport glucose ou du cellobiose (Mitchell, 1998). Pour ces

derniers substrats, c'est un système de transport non-PTS qui est utilisé.

En plus du système PTS, plusieurs autres types de transport peuvent être présents chez les

c1ostridia. Contrairement au système PTS, ces autres types de transport n'entraînent pas de

modification chimique du substrat lors du transport vers l'intérieur de la cellule.

Le système le plus simple mais aussi relativement rare chez les bactéries est la diffusion

facilitée. Dans ce mode de transport, c'est le gradient de concentration créé entre l'intérieur et

l'extérieur de la cellule qui entraîne un flux de substrat entrant. Ce système ne nécessite aucune

dépense d'énergie, cependant la vitesse de transport est plus élevée que par simple diffusion passive

puisque l'entrée du substrat dans la cellule est facilitée par une protéine membranaire. Chez les

c1ostridia, le glycérol est l'un des rares substrats à être transporté de cette façon, notamment chez

C/ostridium pasteurianum (Booth, 1976). Chez C/ostridium thermohydrosu/furicum, le glucose et le

xylose sont eux aussi transportés par diffusion facilitée et c'est le seul autre exemple où un substrat

différent du glycérol est tranporté par ce mécanisme chez les c1ostridia.

Le transport H+-dépendant est un type de transport actif qui s'appuie sur la force proton

motrice générée par un gradient de proton. Le métabolisme des clostridia étant de type fermentaire, il

n'existe pas de chaîne de transport d'électrons, par contre les ATPase membranaires sont présentes

(Mitchell et Moyle, 1965). Celles-ci fonctionnent uniquement dans le sens de l'extrusion des protons

avec hydrolyse d'ATP et contribuent ainsi à créer un gradient transmembranaire de protons (Riebelling

et Jungermann, 1976). Chez C/ostridium pasteurianum, le galactose et le gluconate sont transportés à

travers la membrane plasmique de cette façon (Booth et Morris, 1975) ; c'est le seul exemple où ce

type de transport a été clairement démontré (Mitchell, 1998).

Chez les c10stridia le transport actif sans modification du substrat serait davantage de type ATP­

dépendant que W-dépendant (Mitchell, 1998). Bien que la grande majorité des systèmes de transport
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ATP-dépendant n'ait pas été caractérisée, il est très probable que ces systèmes appartiennent à la

super-famille des transporteurs ABC (ATP-binding cassette) (Higgins, 1992; Schneider et Hunke,

1998). Ce système, ubiquitaire chez tous les organismes vivants, forme une classe extrêmement

diverse de protéines de transport membranaire qui couplent l'énergie fournie par l'hydrolyse de l'ATP

au passage de solutés à travers la membrane plasmique. Ce système n'est pas limité à l'incorporation

de substrats, il est aussi largement impliqué dans des processus biologiques variés tels que la

transduction de signaux, la sécrétion de protéines ou encore la résistance aux antibiotiques (Higgins,

1992).

Un transporteur ABC a généralement une organisation modulaire. Il est composé de quatre

domaines (Schneider et Hunke, 1998) (Figure 18) :

• deux sont hydrophobes et membranaires. Ils sont impliqués dans la translocation du

substrat à travers la membrane.

• deux sont hydrophiles et cytoplasmiques. Ces derniers sont impliqués dans l'hydrolyse

d'ATP et fournissent l'énergie nécessaire au transport du substrat, ils sont aussi appelés

domaine ABC.

Ces domaines peuvent être exprimés sous formes de polypeptides indépendants ou fusionnés.

Ainsi chez les eucaryotes l'ensemble de ces domaines se retrouvent sous un seul et même polypeptide

(Figure 18III) alors que chez les bactéries les domaines sont plutôt individualisés (Figure 181), plus

rarement, les domaines hydrophobes sont fusionnés aux domaines ATPasiques (Figure 1811).

La configuration 1 de la Figure 18, est le système le mieux connu (Boos et Lucht, 1996). Il

correspond aux transporteurs impliqués dans l'importation des substrats solubles chez les bactéries.

Une protéine extracellulaire impliquée dans la réception du substrat est systématiquement présente et

unique à cette configuration. Dans certains cas les domaines membranaires ou les domaines ABC

peuvent être fusionnés (Schneider et Hunke, 1998).

La configuration II de la Figure 18 est plutôt présente dans les systèmes d'exportation chez les

bactéries, quant à la configuration III, elle est exclusivement rencontrée chez les eucaryotes

(Schneider et Hunke, 1998).

Chez C/ostridium thermoce//um, le glucose et les cellodextrines seraient incorporés par la cellule

grâce à un transporteur ABC (Mitchell, 1998). En effet, il s'avère que la phosphorylation de ces

composés se produit de manière intracellulaire et que les activités phosphorylantes ne sont pas

détectées au niveau de la membrane mais dans le cytosol. Ce serait donc l'ATP qui fournirait la force

motrice nécessaire à l'assimilation du glucose et des cellodextrines (Strobel et al., 1995) (Figure 19).

Ces travaux ont montré que des cellodextrines, ayant jusqu'à cinq résidus glucose, entrent dans la

cellule sans être hydrolysées au passage de la membrane. Les cellodextrines sont alors dégradées par
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Figure 18: Représentation schématique des trois types de transporteurs ABC

(Adapté de Schneider et Hunke, 1998).
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les activités cellobiose phosphorylase (EC 2.4.1.20) et cellodextrine phosphorylase (EC 2.4.1.49) avant

de rejoindre la glycolyse et le métabolisme général (Arai et al., 1994 ; Tanaka et al., 1995) (Figure

19). Le transport transmembranaire et l'utilisation par les cellodextrines phosphorylases de

cellodextrines solubles de plus grande taille, c'est-à-dire de cellohexaose et de celloheptaose, n'ont

pas pu être vérifiés, ces cello-oligosaccharides sont en effet très difficiles à obtenir (Pereira et al.,

1988). Chez Ruminococcus a/bus, il a pu être montré que le cellohexaose pouvait être le substrat de la

cellodextrine phosphorylase présente chez cette bactérie (Lou et al., 1997). Ainsi, l'incorporation et la

phosphorolyse intracellulaire des cellodextrines solubles aussi grandes que le celloheptaose ne peut

être exclue chez les c10stridia cellulolytiques (Mitchell, 1998).

Bien qu'aucune stœchiométrie entre le glucide transporté et l'ATP hydrolysé n'ait pu être

établie, la structure des transporteurs ABC suggère une dépense énergétique de deux molécules

d'ATP hydrolysées par molécule de substrat transportée, soit une molécule d'ATP par domaine ABC. La

présence d'activités cellodextrines phosphorylases, qui génère au final du glucose et du glucose 1­

phosphate, en aval des transporteurs permettrait de compenser la dépense énergétique liée à la

translocation du substrat, l'avantage énergétique étant proportionnel à la taille de la cellodextrine

transportée (Mitchell, 1998; Strobel et al., 1995). Cet avantage énergétique se vérifie en terme de

rendement; le rendement molaire de croissance de C/ostridium thermoce//um est en effet deux fois

plus élevé sur cellobiose que sur glucose (Ng et Zeikus, 1982).

Après leur assimilation par la cellule, les substrats carbonés sont convertis en intermédiaires de

voies métaboliques. Le flux carboné emprunte la glycolyse ou voie d'Embden-Meyerhof-Parnas (EMP)

où il est alors partagé entre les voies anaboliques et les voies cataboliques génératrices d'énergie.

Chez les c1ostridia, la voie EMP est la voie d'oxydation principale des hexoses en pyruvate. Elle

permet la génération d'ATP, de NADH ainsi que de nombreux intermédiaires métaboliques requis pour

les biosynthèses. Les enzymes de la voie EMP sont constitutives, les niveaux d'activités pouvant être

toutefois soumis à des variations significatives (Fraenkel et Vinopal, 1973; Hommes, 1966). Ces

enzymes sont toutes réversibles exceptées trois d'entre elles: l'hexokinase (EC 2.7.1.1), la

phosphofructokinase (EC 2.7.1.11) et la pyruvate kinase (EC 2.7.1.40). La phosphofructokinase, la

glycéraldéhyde 3-phosphate déshydrogénase (GAPDH) (EC 1.2.1.12) et la pyruvate kinase sont très

impliquées dans la régulation de la voie EMP :

• La phosphofructokinase est généralement inhibée par un excès de PEP ou d'ATP alors

que l'AMP et l'ADP l'activent (Gottschalk, 1986 ; Sanwal, 1970 ).
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Figure 19 : Schéma du modèle du système de transport et de phosphorylation des

substrats carbonés issus de la cellulolyse chez C/ostridium thermoce//um (Adapté de

Strobel et al., 1995). n : degré de polymérisation, 1 : Cellodextrine phosphorylase

(EC 2.4.1.49), 2 : Cellobiose phosphorylase (EC 2.4.1.20), 3 : Hexokinase (EC

2.7.1.1), 4 : Phosphoglucomutase (EC 5.4.2.2).
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• La GAPDH catalyse la conversion du glycéraldéhyde 3-phosphate en 1,3­

diphosphoglycérate avec réduction d'un NAD+ en NADH. Le composé obtenu est aussitôt

converti en 3-phosphoglycérate par la 3-phosphoglycérate kinase avec formation

concomitante d'une molécule d'ATP par déphosphorylation du substrat. Enzyme

réversible, la GAPDH peut rapidement devenir une étape limitante dans le sens de la

glycolyse lorsque le rapport intracellulaire NADHjNAD+ est augmenté (Garrigues et al.,

1997 ; Girbal et Soucaille, 1994).

• La pyruvate kinase convertit le PEP en pyruvate avec transfert du groupement

phosphoryl vers l'ADP pour former de l'ATP. Cette enzyme est généralement activée par

le fructose 1,6-diphosphate et par l'AMP (Maeba et Sanwal, 1968; Wieker et Hess,

1971). L'AMP exerce un contrôle positif sur l'activité de la pyruvate kinase, ce qui permet

de rétablir l'équilibre énergétique de la cellule en stimulant la vitesse de synthèse d'ATP,

tandis qu'un excès d'ATP inhibe cette réaction (Sanwal, 1970).

En tant que bactéries anaérobies strictes ayant un métabolisme fermenta ire, les espèces du

genre C/ostridium sont dépourvues de chaînes respiratoires. Pour assurer leur croissance, elles

associent une production d'énergie couplée à l'oxydation du substrat carboné en pyruvate au cours de

la glycolyse et une régénération des coenzymes réduits issus de la glycolyse en utilisant le pyruvate

comme accepteur final d'électrons et en réorientant ces électrons vers la production d'hydrogène

lorsque cela s'avère nécessaire. Les voies du catabolisme du carbone et les réactions de transfert

d'électrons sont ainsi étroitement liées.

Lors de la glycolyse, du NADH est généré, puis une seconde oxydation se produit lors de la

conversion du pyruvate en acétyl-CoA par la pyruvate-Fd oxydoréductase (PFO) (EC 1.2.7.1) avec

formation de ferrédoxine réduite (FdH 2) (Figure 20). La PFO est une enzyme très répandue chez les

c10stridia (Kerscher et Oesterhelt, 1982). La ferrédoxine est un transporteur physiologique d'électrons

; elle transporte deux électrons avec un très bas potentiel d'oxydoréduction, ce qui lui permet de

participer aux réactions d'oxydoréduction difficiles telles que la décarboxylation oxydative du pyruvate

en acétyl-CoA et CO2, la réduction du NAD+ et NADP+ ou encore la réduction des protons en H2

(Loach, 1970 ; Mortenson et al., 1962 ; Valentine, 1964).

Cette réaction thioclastique, convertissant le pyruvate en acétyl-CoA a un rôle pivot dans le

métabolisme puisque l'acétyl-CoA généré peut être dirigé vers les embranchements fermentaires

spécialisés, menant à la synthèse d'acides comme l'acétate ou encore de solvants comme l'éthanol

(Rogers et Gottschalk, 1993), mais aussi vers les voies anaboliques comme celles des acides gras
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Figure 20: Schéma général des interactions entre les voies du flux carboné

(fléchage bleu) et celles du flux d'électrons (fléchage rouge) (Adapté de Mitchell,

1998). 1 : GAPDH (EC 1.2.1.12), 2 : NADH-Fd oxydoréductase (EC 1.18.1.3), 3 :

Hydrogénase (EC 1.18.99.1), 4 : PFO (EC 1.2.7.1.), 5 : NADPH-Fd oxydoréductase

(EC 1.18.1.2), 6 : Déshydrogénase NAD(P)H dépendante (EC 1.18.1.2), 7 : LDH (EC

1.1.1.27).
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(Magnuson et al., 1995). Par ailleurs, les électrons peuvent être transférés depuis la FdH2 vers trois

autres oxydoréductases (Figure 20) :

• La Fd-W oxydoréductase ou hydrogénase (EC 1.18.99.1) permet d'ajuster le flux des

électrons chez les clostridia. Cette protéine fer-soufre catalyse la formation de

dihydrogène à partir de 2 protons et de 2 électrons- via la ferrédoxine, ainsi que sa

réaction inverse (Adams et al., 1981, 1984, 1989).

• La NADPH-Fd oxydoréductase (EC 1.18.1.2) génère du NADPH nécessaire aux

biosynthèses cellulaires (Jungermann et al., 1973; Petitdemange, 1976). Une des

caractéristiques des espèces appartenant au genre C/ostridium est l'absence d'une

activité glucose 6-phosphate déshydrogénase productrice de NADPH (Rogers, 1986).

Ainsi, la fonction anabolique de la NADPH-Fd oxydoréductase est importante puisqu/elle

est la seule source de NADPH dont disposent les cellules (Jungermann et al., 1969,

1971 ; Thauer et al., 1969, 1971). Par ailleurs, I/activité catalytique dans le sens de

I/oxydation du NADPH est faible (Jungermann et al., 1973).

• La NADH-Fd oxydoréductase (EC 1.18.1.3) est capable d'oxyder le NADH ou de réduire

le NAD+ ; la fonction catabolique de cette enzyme est essentielle. L/activité réversible de

l'enzyme permet à la cellule de s/adapter aux conditions de culture, si la cellule a besoin

d/un complément de NADH, le flux des électrons est canalisé via la NADH-Fd

oxydoréductase pour la réduction du coenzyme tandis que dans des conditions d/excès

de NADH issu de la glycolyse, ce dernier est réoxydé et les électrons dirigés vers

I/hydrogénase (Girbal et Soucaille, 1994). Pour la régénération du nicotinamide

dinucléotide oxydé, I/acétyl-CoA est requis comme activateur; la réaction de réduction du

NAD+ est quant à elle inhibée par le NADH (Petitdemange et al., 1976). Cette régulation

de la NADH-Fd oxydoréductase par le NADH permet à l'enzyme de fonctionner en relation

avec la GAPDH et de contrôler les teneurs en NAD+ et en NADH dans la cellule. L/activité

spécifique de la NADH-Fd oxydoréductase fonctionne préférentiellement dans le sens de

l'oxydation du NADH (Petitdemange et al., 1971a, 1971b).

Ces réactions de transferts d/électrons nécessitent des potentiels d'oxydoréduction très faibles

et sont donc très sensibles à I/oxygène. L/interconnexion entre le flux d/électrons généré par ces

enzymes et le flux carboné chez les c10stridia est schématisé dans la Figure 20.

La réaction phosphoroclastique, qui consiste en une décarboxylation oxydative du pyruvate

pour former de I/acétyl-phosphate, du CO2 et de rH2 (Mortlock et al., 1959), fait intervenir trois

activités : la PFO, l'hydrogénase et la phosphotransacétylase (EC 2.3.1.8). Cette réaction

phosphoroclastique a longtemps été considérée comme une étape clef du métabolisme intermédiaire

du pyruvate chez les espèces du genre C/ostridium. Cependant cette activité ne prend en compte que
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le flux carboné dirigé vers la formation de l'acétyl-phosphate pour la synthèse ultérieure d'acétate et

d'ATP, elle n'est donc pas représentative du carrefour métabolique entre le flux carboné et le flux des

électrons qui est plutôt situé au niveau de la réaction thioclastique.

En considérant l'avantage énergétique pour la cellule de convertir tout l'acétyl-CoA en acétate

en générant de l'ATP, il apparaît que le NADH issu de la glycolyse devrait être réoxydé par la

formation de dihydrogène via la Fd, mais l'accumulation de dihydrogène conduit à une inhibition de

l'hydrogénase forçant ainsi la cellule à produire d'autres composés réduits.

La réduction du pyruvate en lactate chez certaines espèces est un moyen alternatif de

régénération du NAD+ (Figure 19). Ainsi, chez Lactococcus /actis, un rapport NADH/NAD+ élevé est

activateur de la lactate déshydrogénase (LDH) (EC 1.1.1.27), qui constitue une voie de délestage du

flux carboné consommatrice de NADH (Garrigues et al., 1997).

A la suite de la décarboxylation oxydative du pyruvate en acétyl-CoA, ce dernier est pris en

charge par diverses voies enzymatiques spécialisées, soit dans la régénération des coenzymes réduits

issus de la glycolyse comme la voie de formation de l'éthanol, soit dans la synthèse d'ATP

supplémentaire comme la voie de production de l'acétate. La répartition du flux carboné dans les

différents embranchements peut présenter de nombreuses combinaisons en fonction des besoins

cellulaires et de la complexité du métabolisme branché.

Les études consacrées à la physiologie de C/ostridium acetobuty/icum ont permis de dégager les

grands principes qui régissent la distribution du carbone et des électrons dans les différents

embranchements métaboliques chez les c10stridia (Jones et Woods, 1986). La distribution de ces flux

chez C/ostridium acetobuty/icum représente un modèle de flexibilité métabolique (Chen, 1993). De

récentes études ont montré que l'organisme généralement référencé comme C/ostridium

acetobuty/icum, pouvait être divisé en quatre c1usters génétiquement distincts (Jonhson et a/., 1997 ;

Keis et a/., 1995 ; Wilkinson et al., 1995), les informations disponibles sur le métabolisme de ce micro­

organisme sont donc en fait représentatives de différents groupes taxonomiques. Malgré ces

variations génétiques, les régulations physiologiques mises en place lors de la fermentation acétono­

butylique restent globalement similaires (Jonhson et a/., 1997).

Plusieurs c10stridia forment de l'éthanol comme produit majeur de leur catabolisme. C/ostridium

thermoce//um est une bactérie cellulolytique thermophile qui concentre la plupart des travaux

consacrés à l'analyse métabolique chez les c10stridia cellulolytiques. Les connaissances disponibles sur

la fermentation alcoolique des substrats cellulosiques par C/ostridium thermoce//um sont loin d'égaler
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celles acquises chez les solvantogènes ; néanmoins, les mécanismes de régulations physiologiques

communs à l'ensemble des c10stridia sont nombreux (Rogers, 1986; Rogers et Gottschalk, 1993;

Mitchell, 1998).

Deux phases distinctes caractérisent la fermentation acétono-butylique (Davies et Stephenson,

1941 ; Spivey, 1978) (Figure 21) :

• la phase acidogène correspond à la phase exponentielle de croissance du micro­

organisme. C'est au cours de cette période que sont produits l'acétate, le butyrate ainsi

que l'H2 et le CO2• L'acétyl-CoA, issu de la décarboxylation thioclastique du pyruvate,

conduit soit à l'acétate, soit au butyrate. L'acétate est formé via une

phosphotransacétylase (EC 2.3.1.8) et une acétate kinase (EC 2.7.2.1) avec production

d'une molécule d'ATP par acétate formé. Deux molécules d'acétyl-CoA peuvent aussi être

condensées en acétoacétyl-CoA par une thiolase (EC 2.3.1.9). Puis la ~-hydroxybutyryl­

CoA déshydrogénase (EC 1.1.1.157), la crotonase (EC 4.2.1.55) et la butyryl-CoA

déshydrogénase (EC 1.3.99.2), catalysent la formation de butyryl-CoA à partir

d'acétoacétyl-CoA (Andersch et al., 1983). Le butyryl-CoA est ensuite converti en

butyrate via une phosphotransbutyrylase (EC 2.3.1.19) et une butyrate kinase (EC

2.7.2.7) conduisant globalement à la production d'une molécule d'ATP et à l'oxydation de

deux molécules de NADH en NAD+. Le rendement énergétique de production du butyrate

est inférieur à celui de l'acétate puisqu'une seule molécule d'ATP est produite pour deux

molécules d'acétyl-CoA condensés contre un ATP par acétyl-CoA pour l'acétate.

• la phase solvantogène apparaît lorsque la croissance du micro-organisme est ralentie

lors de l'entrée en phase stationnaire. Un basculement métabolique s'effectue alors vers

la formation de solvants : butanol, acétone et éthanol avec les proportions

approximatives de 6:3: 1. Durant cette phase, la production d'hydrogène décline et une

partie des acides est reconsommée (Girbal et al., 1995b; Girbal et Soucaille, 1998).

L'acétoacétyl-CoA:acyl-CoA transférase ou CoA transférase (EC 2.8.3.8) convertit

l'acétoacétyl-CoA en acétoacétate, sa spécificité très large permettant la réassimilation

aussi bien de l'acétate que du butyrate pendant la phase solvantogène (Hartmanis et al.,

1984; Wiesenborn et al., 1989). L'acétoacétate décarboxylase (EC 4.1.1.4) conduit

ensuite à la formation d'acétone et de CO2 à partir d'acétoacétate. Les aldéhydes et

alcools déshydrogénases sont quant à elles responsables de la formation d'éthanol et de

butanol (Andersch et al., 1983 ; Dürre et al., 1987).

53



Introduction

ATP

Acétate
ADP

HS-CoA

5

P-hydroxybutyryl-CoA

7/
H20

NAD'

Crotonyl-CoA

NADH

NAD'

NAD' NADH HS-CoA

..\J-Butyryl-CoA
NAD' NADH ATP

11 13

NAD' NADH

\ ) Acétyl-CoA
NAD' NADH ~

~CétaldéhYde 1

2 Hs-CoA
Ethanol

Butanol 12 14 Butyrate
ADP

Figure 21: La fermentation acétono-butylique chez C/ostridium acétobuty/icum

(Adapté de Girbal et Soucaille, 1998). 1 : Acétaldéhyde déshydrogénase (EC

1.2.1.10), 2 : Alcool déshydrogénase (EC 1.1.1.1), 3 : Phosphotransacétylase (EC

2.3.1.8), 4 : Acétate kinase (EC 2.7.2.1), 5 : Acétoacétyl-CoA thiolase (EC 2.3.1.9),

6 : ~-hydroxybutyryl-CoA déshydrogénase (EC 1.1.1.157), 7 : Crotonase (EC

4,2.1.55), 8 : Butyryl-CoA déshydrogénase (EC 1.3.99.2), 9 : Acétoacétyl-CoA:acyl­

CoA transférase (EC 2.8.3.8); 10 : Acétoacétate décarboxylase (EC 4.1.1.4), 11 :

Butyraldéhyde déshydrogénase (EC 1.2.1.57), 12: Butanol déshydrogénase (EC

1.1.1.1 ou 1.1.1.2), 13 : Phosphotransbutyrylase (EC 2.3.1.19); ; 14 : Butyrate

kinase (EC 2.7.2.7).
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Le basculement métabolique de la production des acides vers la production de solvants se

traduit par un coût énergétique important pour la cellule. En dépit des différences génétiques

existantes entre les différentes souches de C/ostridium acetobuty/icum, un consensus a émergé sur les

facteurs impliqués dans la formation des solvants.

La conséquence primaire de la production des acides, acétate et butyrate, pendant la phase

exponentielle de croissance de C/ostridium acetobuty/icum est la chute du pH. Un pH bas couplé à de

fortes concentrations en acides sont considérés comme les facteurs les plus importants pour

l'induction de la solvantogénèse (Mitchell, 1998). La formation des solvants est associée à une

réassimilation d'acétate et de butyrate. La solvantogénèse peut être aussi interprétée comme un

mécanisme de limitation de la toxicité des acides (Gottschall et Morris, 1981). Une corrélation fut mise

en évidence entre la concentration intracellulaire d'acide butyrique couplée à un pH extracellulaire

faible d'environ 5 et l'induction de la production de solvants (Girbal et al., 1995a ; Hüsemann et

Papoutsakis, 1989; Monot et a/., 1984; Terraciano et Kashket, 1986). En effet, l'acidogénèse se

traduit par une chute du pH extracellulaire parallèlement à une diminution du pH intracellulaire limitée

(Huang et a/., 1986). Dans ces conditions, l'accumulation du butyrate intracellulaire est favorisée

puisqu'il se trouve en proportion importante sous forme non dissociée à l'extérieur de la cellule, la

forme non dissociée étant la seule capable de diffuser passivement à travers la membrane (Terraciano

et Kashket, 1986 ; Hüsemann et Papoutsakis, 1989).

Deux types de signaux seraient à l'origine de la formation des solvants (Girbal et Soucaille,

1998) :

• le premier signal apparaîtrait à la suite de la production des acides et de la baisse du

pH. La translocation des protons via l'ATPase membranaire augmenterait afin de

maintenir le ~pH, entraînant une diminution de la concentration en ATP et une

augmentation de l'ADP. Ce changement du rapport ATP/ADP induirait la synthèse de la

CoA transférase ainsi que l'acétoacétate décarboxylase qui forment l'acétone aux dépens

des acides. L'acétyl-CoA étant détourné par la voie de l'acétone, il ne peut alimenter la

voie du butyrate ce qui augmente le pool intracellulaire de NADH (Grupe et Gottschalk,

1992).

• cette augmentation du pool de NADH constitue le deuxième signal induisant la

synthèse de la butyraldéhyde déshydrogénase et de la butanol déshydrogénase (Grupe et

Gottschalk, 1992). Par ailleurs, ce rapport NADH/NAD+ élevé inhibe l'activité GAPDH dans

le sens de la glycolyse ce qui entraînerait en retour une baisse de la production d'ATP

(Girbal et Soucaille, 1994). La présence de faibles concentrations en ATP intracellulaire

aurait une incidence négative sur la transcription de la phosphotransbutylase et de la

butyrate kinase (Girbal et Soucaille, 1994).
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Le phénomène d'induction de la solvantogénèse est un processus très certainement

multifactoriel dont les bases moléculaires ne sont pas encore entièrement connues (Nair et al., 1999 ;

Ravagnani et al., 2000).

C/ostridium thermocellum rassemble l'essentiel des travaux publiés sur le métabolisme

fermentaire des c10stridia cellulolytiques (Halzwood et Gilbert, 1993 ; Mitchell, 1998). De nombreuses

souches sont référencées comme appartenant à l'espèce C/ostridium thermocellum. Parmi les plus

étudiées citons la souche ATCC 27405 (McBee, 1950) et son mutant AS39 (Shinmyo et al., 1979), LQ8

(Vidrine et Quinn, 1969), la souche LQRI ou ATCC 35609 qui fut réisolée à partir de la souche LQ8

(Lamed et Zeikus, 1980) ou encore la souche JW20 déposée à l'ATCC sous le numéro 31549 (Freier et

al., 1988). Bien qu'aucune étude phylogénique n'ait été entreprise, il est communément admis que

ces différentes souches sont phénotypiquement proches (Halzwood et Gilbert, 1993 ; Mitchell, 1998).

Notons cependant que des contradictions existent au sujet de certaines propriétés physiologiques

comme l'utilisation des différentes sources carbonées (Nochur et al., 1990).

A partir des métabolismes caractérisés chez les c1ostridia, un schéma général des voies de

dégradation des substrats cellulosiques a été proposé pour C/ostridium thermocellum (Patni et

Alexander, 1971 ; Lamed et Zeikus, 1980 ; Ng et al., 1977) (Figure 22). Sur la base de la détection

des activités fructose l,6-diphosphate aldolase et glucokinase, il fut admis que C/ostridium

thermocellum catabolisait le glucose via la voie d'EMP. Par la suite, les activités PFO,

phosphotransacétylase, acétate kinase, éthanol déshydrogénase et hydrogénase furent détectées et

permirent de compléter les voies cataboliques (Lamed et Zeikus, 1980). Les produits majeurs du

catabolisme de la cellulose sont l'H2 et le CO2, l'acétate, l'éthanol et de faibles quantités de lactate

(Weimer et Zeikus, 1977). Ainsi la majorité du pyruvate formé est convertie en acétyl-CoA tandis

qu'une faible partie est réduite en lactate sur une autre branche métabolique. L'acétyl-CoA peut être

réduit en acétaldéhyde puis en éthanol avec régénération de NAD+ ou bien former de l'acétate avec

génération d'ATP. Les proportions des différents catabolites diffèrent selon les souches et les

conditions expérimentales notamment le rapport éthanol/acétate dont la valeur varie de 0,8 à 2,0

(Lamed et Zeikus, 1980 ; Lamed et al., 1988).

Lors de la formation d'éthanol en excès, la cellule doit transférer une quantité significative

d'électrons de la ferrédoxine réduite via la NADH-Fd oxydoréductase au NAD+ ce qui permet la

formation d'éthanol supplémentaire et une réduction de la quantité d'H2 formé par mole d'hexoses

métabolisée (Lamed et Zeikus, 1980). Ainsi, la présence d'une activité NADH-Fd oxydoréductase dans

le sens de réduction du NAD+ en NADH dans certaines souches a permis d'envisager l'amélioration du
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Figure 22 : La fermentation acétate-éthanol du cellobiose par C/ostridium

thermoce//um (Adapté de Lamed et Zeikus, 1980). 1 : PFO (EC 1.2.7,1), 2

Hydrogénase (EC 1.18.99.1); 3 : NADH-Fd oxydoréductase (EC 1.18.1.3), 4

Lactate déshydrogénase (EC 1.1.1.27), 5 : Acétaldéhyde déshydrogénase (EC

1.2.1.10), 6: Alcool déshydrogénase (EC 1.1.1.1), 7: Phosphotransacétylase (EC

2.3.1.8), 8: Acétate kinase (EC 2.7.2.1).
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rapport éthanol/acétate. L'ajout de dihydrogène à l'atmosphère anaérobie d'une culture de la souche

AS39 possédant cette activité améliore le rapport éthanol/acétate de 1,2 à 2,0, mais cela est sans

effet sur la souche LQRI pour laquelle seule une faible activité NADH-Fd oxydoréductase est détectée

(Lamed et Zeikus, 1980). Cette dernière souche possède uniquement une éthanol déshydrogénase

NAD+-dépendante et le NADPH néoformé via l'hydrogénase et la NADPH-Fd oxydoréductase est sans

effet.

C/ostridium thermoce//um est hautement spécialisé pour une croissance sur cellulose et les

cellodextrines en particulier le cellobiose. La croissance de cette bactérie sur glucose ou fructose

comme seule source de carbone est difficile et ne se produit qu'après un longue phase de latence

(Nochur et al., 1992). La proportion entre les différents produits de fermentation varie selon le mode

de croissance imposé au micro-organisme. Chez C/ostridium thermoce//um ATCC 27405 la production

d'éthanol par rapport à celle de l'acétate est plus importante en culture discontinue qu'en culture

continue (Lynd et a/./ 1989a). Cette différence serait à mettre sur le compte du dispositif de culture

lui-même; la culture en batch s'effectuant en fiole fermée par une capsule étanche, les gaz de

fermentation sont maintenus sous pression, tandis que dans une culture continue, ils sont évacués par

un courant d'azote qui évite toute accumulation d'H2•

La première étude métabolique rationnelle sur substrats solubles et en culture continue ne fut

paradoxalement effectuée que très récemment au regard de l'importance biotechnologique du micro­

organisme (Strobel, 1995). Il apparaît que les rendements molaires de croissance exprimés en

grammes de bactéries par mole de substrat consommé sont supérieurs sur cellobiose à ceux obtenus

sur glucose (Ng et Zeikus, 1982). D'autre part, l'augmentation du rendement serait fonction de la

taille de la cellodextrine et s'expliquerait par la présence d'une activité cellobiose et cellodextrine

phosphorylase (Strobel et a/., 1995). Quant aux produits de fermentation, leurs vitesses de formation

varient selon la vitesse spécifique de croissance (j.i), le rapport éthanol/acétate étant très inférieur à 1

aux taux de croissance faibles, puis augmentant pour des valeurs de j.i plus élevées. Ce résultat serait

la conséquence de la maintenance cellulaire dont le coût énergétique se fait davantage ressentir aux

taux de croissance faibles (Russell et Cook, 1995).

L'ensemble de ces résultats indique que les différentes souches de C/ostridium thermoce//um

présentent une flexibilité métabolique importante afin de répondre à la fois aux impératifs

énergétiques et à la nécessité du catabolisme anaérobie d'éliminer les électrons issus de l'oxydation

du substrat. L'ensemble de ces résultats est à considérer avec prudence pour deux raisons: malgré le

développement d'un milieu synthétique (Johnson et a/., 1981), la majorité des études métaboliques a

été effectuée sur un milieu complexe contenant jusqu'à 5 g/I d'extrait de levure ce qui ne reflète pas

forcément les performances optimales du catabolisme, et, par ailleurs, des contaminations éventuelles

par plusieurs souches de C/ostridium thermoce//um voire par d'autres micro-organismes ne peuvent a

posteriori pas être exclues (Mitchell, 1998).
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C/ostridium cellulolyticum, initialement désignée souche Hl0, est une bactérie cellulolytique

isolée à partir d'un compost d'herbe (Petitdemange et al., 1984) (Figure 23). Il s'agit d'un bacille à la

forme légèrement incurvée et aux extrémités arrondies. Il mesure 3,0 à 6,0 f.lm de long pour 0,6 à 1,0

f.lm de large. Les cellules sont mobiles grâce à des flagelles péritriches. Ce micro-organisme:

• est Gram positif avec un pourcentage en base G+C de 41%,

• est anaérobie strict,

• ne réduit pas les sulfates,

• ne possède pas de catalase,

• forme des endospores terminales déformantes.

Ces caractéristiques sont celles des bactéries du genre C/ostridium (Petitdemange et al., 1984).

Les analyses génétiques ultérieures ont permis de préciser sa position phylogénétique et de classer

C/ostridium cellulolyticum dans le c1uster III du genre C/ostridium (Collins et al., 1994). Ce micro­

organisme est mésophile puisqu'il possède une température optimale de croissance comprise entre 32

et 35°C, avec une température de croissance minimale de 25°C et maximale de 45°(, Il fermente la

cellulose, le cellobiose et le glucose et plus faiblement l'arabinose, le fructose, le galactose, le

mannose, le ribose et le xylose. Lors de la fermentation de la cellulose, du glucose et principalement

du cellobiose sont libérés (Petitdemange et al., 1984).

Les premières études métaboliques ont permis de montrer que l'acétate, le lactate et l'éthanol

étaient les produits majeurs de la fermentation de la cellulose (Giallo et al., 1983). Un rendement de

croissance plus élevé sur cellobiose que sur glucose a été mis en évidence; ce résultat est à mettre

en parallèle avec ceux obtenus chez C/ostridium thermocellum où une différence de rendement

molaire de croissance avait déjà été observée entre ces deux substrats (Ng et Zeikus, 1982). Par

ailleurs, chez C/ostridium cellulolyticum une activité cellobiose phosphorylase a été détectée (Giallo,

1984). Tout ceci suggère fortement qu'un mécanisme d'incorporation du glucose et des cellodextrines

similaire à celui de C/ostridium thermocellum existe chez C/ostridium cellulolyticum (Strobel et al.,

1995).
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Figure 23 : Photographie en microscopie électronique à balayage de C/ostridium

ce//u/o/yticum en croissance sur une fibre de cellulose.
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Ces premières études en culture discontinue ont révélé très rapidement une inhibition précoce

de la croissance (Giallo et a/., 1983). Cet arrêt de croissance s'accompagne d'une production de

lactate et d'une accumulation de glucides qui ne semblent être ni du glucose ni du cellobiose mais

plutôt des exopolysaccharides. La consommation du substrat carboné est très modeste puisqu'elle est

de seulement de 1 à 2 g.I-1 de cellobiose en comparaison des 30 à 100 gX1 de glucose que peuvent

consommer les c10stridia saccharolytiques telles que C/ostridium acetobuty/icum et C/ostridium

butyricum (Jones et Woods, 1986). Les causes possibles de l'inhibition de croissance ont été

recherchées sans toutefois être identifiées, en effet, cette inhibition précoce de la croissance de

C/ostridium ce//u/o/yticum n'était pas le résultat de l'accumulation des produits de fermentations ni du

pH puisque le contrôle de ce dernier ne semble avoir aucune influence sur la croissance (Giallo et al.,

1983). Il fut suggéré que ce phénomène était la conséquence d'une limitation nutritionnelle et le

milieu de culture qui contenait déjà 5 g/I d'extrait de levure fut enrichi considérablement par des

mélanges d'acides aminés, de peptides et de vitamines; toutefois, les rendements de croissance ne

furent pas améliorés. Un résultat surprenant fut obtenu lors de cultures en dialyse (Gehin et al.,

1996b), dans lesquelles la densité cellulaire était 10 fois plus importante qu'en culture discontinue

classique. Ce résultat suggérait qu'un composé inhibiteur de la croissance était éliminé lors de la

culture en dialyse ce qui était en contradiction avec les résultats précédents (Giallo et al., 1983).

Ces premiers résultats obtenus sur cellobiose ont pu être transposés sur cellulose, notamment

l'inhibition précoce de croissance (Giallo et al., 1985). L'entrée des cellules en phase stationnaire

s'accompagne ici d'une accumulation en glucides solubles essentiellement du glucose. Les temps de

génération sont aussi plus longs, puisqu'ils passent de 7 h sur cellobiose à 24 h sur cellulose. Par

ailleurs, les rendements de production en lactate, acétate et éthanol sont plus faibles. La vitesse de

dégradation de la cellulose décline au cours du temps de culture et semble se répartir en trois

cinétiques distinctes qui ont été attribuées à trois types d'activités cellulasiques. Cette modification de

l'activité cellulasique s'expliquerait par une augmentation de la cristallinité de la cellulose résiduelle qui

devient d'autant plus difficile à hydrolyser (Giallo et al., 1985).

L'ensemble de ces résultats semblait indiquer que C/ostndium ce//u/o/yticum ne possédait pas

un potentiel de métabolisation de la cellulose particulièrement performant pour des applications

industrielles. Devant l'impossibilité d'améliorer significativement la croissance de ce micro-organisme,

les études se sont progressivement détournées des aspects métaboliques de la digestion de la

cellulose par C/ostridium ce//u/o/yticum (Fond et al., 1983). Les études se sont alors focalisées sur

l'aspect enzymatique de la dégradation de la cellulose par les cellulases et le cellulosome (Faure et al.,

1988; Madarro et al., 1991; Petitdemange et al., 1992), les applications biotechnologiques du

cellulosome semblaient en effet très prometteuses (Bayer et al., 1994).

Les propriétés d'adhésion et de colonisation de la cellulose par C/ostridium ce//u/o/yticum furent

aussi étudiées (Gelhaye, 1993). Cette bactérie adhère de façon réversible à des sites spécifiques de la
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cellulose, dans un premier temps des cellules adhèrent directement sur la cellulose puis la colonisation

se poursuit avec la formation de couches superposées de cellules qui ne sont alors plus en contact

direct avec le substrat (Gelhaye et al., 1992; Gelhaye et al., 1993a). Un modèle de colonisation a

alors été proposé dans lequel les cellules suivent un cycle commençant par (Gelhaye et al., 1993b,

1993c ; Gehin et al., 1996a) (Figure 24) :

• l'adhésion d'une cellule à un site spécifique en surface de la fibre de cellulose,

• suivi de la colonisation de ce site,

• puis du relargage des cellules bactériennes dû à la saturation ou à l'hydrolyse du site

initial d'adhésion,

• et enfin la réadhésion des bactéries à un nouveau site.

Lors de l'étape de relargage, correspondant vraisemblablement à une carence en substrat

carboné, la sporulation des bactéries était supposée être un processus permettant la survie de

Clostridium cellulolyticum dans sa niche écologique. Cependant les quelques études menées sur ce

phénomène n'ont pas permis de confirmer cette hypothèse, puisqu'une absence ou une limitation

nutritionnelle en carbone ne semble pas promouvoir la formation de spores (Gehin et al., 1995; Payot

et al., 1999a).

Une nouvelle étude du métabolisme de C/ostridium cellulolyticum fut entreprise en s'appuyant

sur les premières études où certaines approches expérimentales étaient critiquables puisque:

• les croissances sur cellobiose ou sur cellulose (Giallo et al., 1983, 1985) ont été

réalisées en cultures discontinues sans agitation continue du milieu de culture, sans

régulation du pH et en flacons étanche de type "pénicilline" où les gaz issus de la

fermentation s'accumulent (Lamed et al., 1988).

• en culture discontinue, les propriétés physico-chimiques du milieu et donc

l'environnement des bactéries varie en permanence au cours de la croissance notamment

la concentration des substrats, des produits de fermentation ou encore le pH s'il n'est pas

régulé (Wanner et Egli, 1990).

Ainsi, afin de faire abstraction des variations de l'environnement et d'interpréter plus en

détail le métabolisme bactérien, les premières cultures continues en mode chémostat de

C/ostridium cellulolyticum ont été réalisées (Payot et al., 1998). Dans ces conditions de culture,
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Figure 24 : Schéma du modèle de la colonisation de la cellulose par C/ostridium

ce//u/o/yticum (Adapté de Gehin et al., 1996a).
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l'acétate, le dioxyde de carbone, le dihydrogène, le lactate et l'éthanol sont les produits majeurs de la

fermentation du cellobiose. Les produits du métabolisme étant similaires à ceux de Clostridium

thermoce//um (Ng et al., 1977), un schéma général, des voies de dégradation des substrats carbonés,

analogue a été proposé pour Clostridium ce//u/o/yticum (Figure 22).

L'acétate est le produit majeur de la fermentation et sa vitesse de formation augmente à

mesure que la vitesse de consommation du cellobiose s'élève (Payot et al., 1998). Par conséquent, la

production d'ATP augmente et entraîne une augmentation de la biomasse cellulaire pour des taux de

dilution compris entre 0,015 h-1 et 0,075 h-1
. Pour des taux de dilution plus élevés et malgré des

valeurs de >'ATP encore plus élevées, la biomasse à l'état stationnaire du réacteur chute. En effet, la

voie de formation de l'éthanol qui est spécialisée dans la réoxydation des coenzymes réduits ne

compense pas celle de l'acétate, ce qui implique une réorientation des électrons en direction de la

NADH-Fd oxydoréductase et de l'hydrogénase (Jungermann et al., 1973). Les rapports NADH/NAD+,

aussi élevées que 57, indiquaient que cette dernière voie était Iimitante. Une conséquence directe de

la forte teneur en NADH intracellulaire était l'inhibition de l'activité GAPDH dans le sens de l'oxydation

du glycéraldéhyde 3-phosphate (Payot et al., 1998, 1999b). Une augmentation du rapport

NADH/NAD+ se traduit, in vitro, par une diminution de l'activité GAPDH qui devient difficilement

détectable pour des valeurs de rapport supérieures à 5 (Payot et al., 1998). D'autre part, les

principales activités enzymatiques mesurées in vitro et impliquées dans le catabolisme du cellobiose

telles que la GAPDH, l'activité phosphoroclastique, l'acétate kinase et l'éthanol déshydrogénase étaient

relativement élevées par rapport aux faibles vitesses spécifiques des flux carbonés traversant les voies

métaboliques. Ceci a permis d'écarter l'hypothèse d'un éventuel déficit enzymatique comme

responsable de la faible croissance observée chez Clostridium ce//u/o/yticum (Payot et al., 1998).

Pour les études suivantes, un milieu de culture chimiquement défini, reprenant en partie la

composition du milieu complexe mais dans lequel l'extrait de levure est remplacé par des vitamines et

des sels minéraux, a été utilisé (Guedon, 2000). Le développement de ce milieu synthétique prend à

contre-pied l'amélioration de la croissance de C/ostridium ce//u/o/yticum par enrichissement du milieu

de culture (Giallo et al., 1983). Il s'appuie sur le fait que les conditions nutritionnelles dans la niche

écologique d'où est issue cette bactérie sont probablement oligotrophiques (Koch, 1997). Par ailleurs,

il permet une analyse plus fine du métabolisme et de la bioénergétique cellulaire puisque le substrat

carboné est à la fois la source de carbone et d'énergie (Guedon, 2000).

Par comparaison avec un milieu complexe, l'utilisation du milieu synthétique dans des

conditions de cellobiose limitant a permis (Guedon et al., 1999b) :

• d'augmenter d'environ trois fois la vitesse spécifique du flux carboné entrant.

• d'augmenter sensiblement la vitesse spécifique de croissance obtenue à l'état

stationnaire du chémostat qui passe de 0,120 h-1 à 0,138 h-1
.
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• d'obtenir des rapports NADH/NAD+ très inférieurs à 1.

Tous ces résultats indiquaient que chez C/ostridium cellulolyticum un meilleur contrôle du flux

du carbone et des électrons se produit sur milieu synthétique. Lorsque C/ostndium cellulolyticum est

cultivé en chémostat et en cellobiose limitant, la fermentation acétate-éthanol bascule vers une

fermentation lactate-éthanol aux flux carbonés entrants élevés. Un parallélisme entre les vitesses

spécifiques du flux carboné entrant et la vitesse spécifique de formation du lactate a pu être mis en

évidence, ces deux vitesses étant par ailleurs associées à une excrétion du pyruvate. Cette fuite de

pyruvate traduit une accumulation intracellulaire de cet intermédiaire métabolique, conséquence d'une

limitation du flux carboné au niveau de la PFO (Guedon et al., 1999b). Ces résultats obtenus grâce à

l'utilisation d'un milieu synthétique, permettent d'écarter définitivement le défaut de contrôle du flux

des électrons comme cause principale de la faible biomasse et de l'inhibition de croissance de

C/ostndium cellulolyticum (Payot et al., 1998, 1999b). Le déséquilibre métabolique observé

précédemment avec des rapports NADH/NAD+ aussi élevés que 57 (Payot et al., 1998), serait la

conséquence des conditions expérimentales, le milieu complexe mettant la cellule dans des conditions

de croissance très éloignées de celles de son écosystème naturel (Koch, 1997).

Les résultats obtenus au cours de cultures continues de C/ostridium cellulolyticum dans des

conditions de saturation de substrats sont différents de ceux obtenus en conditions de carbone

limitant (Guedon et al., 2000b). Alors que le flux des électrons est orienté vers l'alcool

déshydrogénase aux taux de dilution élevés en cellobiose limitant, celui-ci alimente principalement la

voie NADH-Fd oxydoréductase et hydrogénase en saturation de substrats. Le rapport H:JC02 était

augmenté tandis que la vitesse spécifique de formation de l'éthanol était stabilisée. En conséquence,

le flux carboné était essentiellement orienté vers l'acétate et peu de lactate était formé. Cette

diminution de la production de lactate aux taux de dilution (D) élevés s'accompagnait d'une absence

d'excrétion du pyruvate dans le surnageant de culture (Guedon et al., 2000b). Dans ces conditions, le

comportement de C/ostridium cellulolyticum contraste avec celui de la plupart des bactéries

anaérobies pour lesquelles la production de lactate augmente de manière concomitante avec le taux

de croissance (Russel et Hino, 1985; Melville et al., 1988). En effet, la plupart des lactates

déshydrogénases bactériennes sont régulées de manière allostérique par le fructose-1,6-diphophate

(Garvie, 1980). Ceci ne semble pas être le facteur décisif pour celle de C/ostridium cellulolyticum

puisque des concentrations intracellulaires en fructose-1,6-diphophate constantes ou en légère

augmentation ont été mesurées pour des taux de dilution croissants (Guedon et al., 2000b). En

revanche, il semblerait que l'absence de production de lactate par Clostridium cellulolyticum soit le

résultat d'un détournement du flux carboné entrant vers les exopolysaccharides puisque ceux-ci

représentent jusqu'à 34% du cellobiose consommé par la cellule à D = 0,115 h-1 contre seulement

1,6% à D = 0,035 h-1 (Guedon et al., 2000b). C/ostridium cellulolyticum présente une différence très

nette en comparaison des micro-organismes cellulolytiques du rumen pour lesquels les
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polysaccharides sont stockés au niveau intracellulaire jusqu'à représenter entre 30 et 60 % du poids

sec (Russel, 1998) alors que C/ostridium ce//u/o/yticum en accumule seulement entre 3 et 5%.

Tandis que ces études en limitation et en saturation de cellobiose (Guedon et al., 1999, 2000b),

ont révélé la flexibilité métabolique remarquable de C/ostridium ce//u/o/yticum, les dernières études

menées en limitation d'azote ont permis de mettre en évidence l'importance des points de

branchement du glucose 1-phosphate (G1P) et du glucose 6-phosphate (G6P), dans la distribution des

flux carbonés à l'intérieur et à l'extérieur de la cellule (Guedon et al., 2000a). Les pools de G1P et de

G6P sont connectés par la phosphoglucomutase (EC 5.4.2.2) ; à mesure que le flux entrant augmente,

il apparaît que celui traversant la phosphoglucomutase devient une étape Iimitante et il en résulte une

inversion du rapport G1PjG6P intracellulaire qui devient supérieur à 1 (Guedon et al., 2000a). Cette

accumulation du G1P intracellulaire conduit à une réorientation du métabolisme vers la production de

glycogène dans un premier temps, puis sur la production d'exopolysaccharides dans un deuxième

temps. L'augmentation du turn-over du polysaccharide intracellulaire associée à une taille de pool

relativement modeste suggère que le glycogène est synthétisé et dégradé en permanence. Cet

argument est renforcé par le fait que les activités de synthèse, ADP-glucose pyrophosphorylase (EC

2.7.7.27) et glycogène synthase (EC 2.4.1.21) et de dégradation, glycogène phosphorylase (EC

2.4.1.1) sont détectées à tous les taux de dilution. Ainsi, la voie du glycogène ne peut constituer

qu'une voie de délestage relativement limitée pour résorber le flux en direction du G1P. Afin de

contenir l'accumulation du G1P, C/ostridium ce//u/o/yticum met alors en place une autre voie

d'évacuation du flux carboné dirigée vers la synthèse d'exopolysaccharides. Les cinétiques

d'accumulation du glycogène, en cultures discontinues et continues, suggèrent que la synthèse puis la

dégradation simultanée du polymère sont associées au démarrage rapide de la croissance. En

mobilisant une fraction relativement faible du flux carboné puis en le redistribuant dans le

métabolisme central, le cycle du glycogène constituerait une réaction d'amorçage de la glycolyse

(Guedon et al., 2000a). Le stockage provisoire d'intermédiaires métaboliques sous forme de glycogène

permet d'éviter à la cellule de les accumuler au niveau intracellulaire à des concentrations toxiques.

Une autre fonction probable du cycle du glycogène est la dissipation d'un excès d'ATP. De la même

façon, la voie des exopolysaccharides permet de consommer l'excès d'énergie mais permet également

d'évacuer un excès de carbone.
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La technique de la culture continue est un outil performant pour l'étude de la physiologie des

micro-organismes (Monod, 1949, 1950). Elle fournit en effet des conditions de culture stables,

parfaitement définies et reproductibles. Elle permet de faire varier indépendamment certains

paramètres de croissance, rendant possible des études cinétiques de la croissance et du métabolisme

microbien grâce à des modèles mathématiques (Monod, 1950). Quatre types de culture continue

peuvent être différenciés (Figure 25):

• Le chémostat est le type de culture continue le plus souvent rencontré. Il est défini

comme une culture continue pour laquelle la vitesse d'alimentation est un facteur externe

et où la croissance cellulaire est limitée par un seul nutriment (Zeng, 1999). Cette

seconde condition est importante puisqu'elle signifie que la vitesse spécifique de

croissance (Ji), qui est égale au taux de dilution (D) à l'état stationnaire du système, est

fonction d'un seul nutriment limitant. Cet état n'est atteint qu'après un certain nombre de

renouvellements du bioréacteur et est vérifié lorsque à la fois la concentration de la

biomasse et du nutriment limitant résiduel restent constants au cours du temps (Monod,

1950). Il s'agit bien d'un état stationnaire dans lequel une dynamique s'instaure entre les

différents composants du système et non pas d'un état d'équilibre où les éléments sont

figés jusqu'à la prochaine perturbation du système (L1esuy et Lissi, 1996).

• L'auxostat est une culture continue dans laquelle un paramètre dont dépend la

croissance est maintenu constant en ajustant la vitesse d'alimentation, qui n'est alors

plus un facteur externe comme dans le cas du chémostat. Le taux de dilution s'ajuste au

taux de croissance du micro-organisme qui dépend de la valeur et du paramètre choisi.

Ainsi, à l'état stationnaire Ji =D comme dans un chémostat. Le paramètre de croissance

choisi peut être la densité cellulaire (turbidostat), le pH (pH-auxostat), la concentration

d'un nutriment (nutristat), la concentration d'un produit du métabolisme, de l'oxygène ou

du gaz carbonique dissout. Il est par ailleurs possible de coupler deux paramètres

simultanément pour le contrôle de la croissance (Gostomski et al., 1994). Par rapport au

chémostat, ce type de contrôle de la croissance permet de travailler dans des gammes de

taux de dilution très proches de la vitesse spécifique maximale de croissance et l'état

stationnaire du système est atteint beaucoup plus rapidement.

• La culture continue avec recyclage des cellules est un outil intéressant lorsque

l'augmentation de la densité cellulaire et/ou de la production d'un métabolite est

recherchée (Zeng, 1999). Les cellules étant maintenues dans le bioréacteur, des taux de

dilution supérieurs à la vitesse spécifique maximale de croissance peuvent être atteints

dans un tel système.
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• La culture continue à étapes multiples couple plusieurs cultures continues les unes à la

suite des autres (Zeng, 1999). Les systèmes à deux étapes sont les plus fréquents. Ce

type de culture permet de placer dans un premier temps les cellules dans des conditions

physiologiques particulières pré-requises pour la synthèse de certains métabolites comme

des antibiotiques ou de certaines enzymes mais dont l'induction nécessite le passage

dans d'autres conditions physiologiques.

L'utilisation de la technique de la culture continue se complique avec l'utilisation de substrats

insolubles tels que la cellulose. En effet, la sédimentation de la cellulose rend difficile l'apport précis et

régulier du substrat carboné insoluble dans le bioréacteur ce qui est un pré-requis indispensable à

l'établissement d'un état stationnaire. Ces difficultés techniques ont eu pour conséquence un

développement relativement tardif des systèmes continus utilisant des substrats insolubles. Avec la

cellulose, seules des cultures continues en mode chémostat ont jusqu'à présent été réalisées.

Le système de Lee et al. (1985) fut le premier décrit dans la littérature, il permet de cultiver

C/ostridium acetobuty/icum en continu et en alimentant le bioréacteur avec un milieu de culture

contenant du xylane. Ce système est basé sur le schéma classique d'un chémostat (Figure 25A). Dans

la fiole d'alimentation le xylane est maintenu en suspension grâce à un système d'agitation par

barreau magnétique. Le milieu de culture est véhiculé jusqu'au bioréacteur par des pulsations

régulières de la pompe qui fonctionne à une vitesse élevée pendant 1 min à intervalles de 9 min

permettant ainsi d'obtenir un taux de dilution moyen de 0,05 h-1
. De plus, en utilisant des connexions

aussi courtes que possible la sédimentation du xylane à l'intérieur des connexions tend à être

minimisée. Ce système a d'abord permis d'étudier l'activité xylanolytique de C/ostridium

acetobuty/icum en dosant les xylanases produites dans différentes conditions de cultures (Lee et al.,

1985). Il fut aussi utilisé pour cultiver Fibrobacter succinogenes 585 sur cellulose à un taux de dilution

de 0,025 h-1 par un pompage de 40 s à intervalles de 15 min. Cette dernière étude portait sur une

cellodextrinase périplasmique (Huang et Forsberg, 1987). Le type de pompage illustre la principale

limitation du système de culture qui devrait plutôt être qualifié de semi-continu. Pour obtenir des taux

de dilution plus faibles ni la vitesse ni le temps de fonctionnement de la pompe ne peuvent être

diminués sans entraîner la sédimentation du substrat insoluble ou une trop forte discontinuité dans

l'alimentation du bioréacteur qui n'est déjà pas négligeable. De même pour obtenir des taux de

dilution plus élevés soit l'intervalle de temps doit être diminué soit le diamètre des connexions doit

être augmenté ce qui dans tous les cas conduit à la sédimentation du substrat. Il est donc à la fois

difficile de changer aisément de taux de dilution et les études sont limitées par la gamme de variation

du taux de dilution relativement étroite.

68



A

Introduction

B

c

D

Figure 25 : Schéma des quatre types de cultures continues (Adapté de Zeng et al.,

1999). A: Chémostat; B: Auxostat; C: Culture continue avec recyclage des

cellulles ; D : culture continue à étapes multiples.
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En 1986, un autre type de bioréacteur fut proposé par Kleijntjens et al. pour l'étude de la

dégradation de la cellulose en continu par Clostridium thermoce//um (Figure 26). Dans ce montage, le

fermenteur est en forme de colonne. Un lit de fibres de cellulose constitue la moitié inférieure du

bioréacteur tandis que la moitié supérieure ne contient que le milieu de culture sans la cellulose. Les

pales du réacteur tournent suffisamment rapidement pour brasser la cellulose mais sans permettre

l'homogénéisation de l'ensemble. Le milieu de culture sans la cellulose est apporté continuellement à

la base du fermenteur afin de forcer son renouvellement alors que la cellulose est ajoutée

indépendamment et périodiquement à mi-hauteur du réacteur. Le calcul du taux de dilution s'appuie

sur le volume total de cellulose et de milieu de culture introduit dans le fermenteur en 24 h. Ce

système souffre de nombreux inconvénients. L'apport de cellulose n'est pas régulier et comme

précédemment, il s'agit plutôt d'une alimentation semi-continue qui rend difficile l'établissement d'un

état stationnaire. Le milieu de culture n'est pas homogène ce qui rend l'interprétation des résultats

difficile. Ce système reste intéressant seulement pour certaines applications industrielles puisqu'il

permet de récupérer un effluent quasiment exempt de fibres de cellulose.

Le système de culture en continu utilisé par Pavlostathis et al. (1988a, 1988b) pour étudier la

dégradation de la cellulose par Ruminococcus a/bus est le premier à permettre une alimentation

réellement continue (Figure 27). La nourrice contenant le milieu de culture avec la cellulose est agitée

par un barreau magnétique où une pression légèrement positive en CO2 est maintenue. Le milieu de

culture circule dans une boucle afin que la cellulose reste en suspension, la pompe péristaltique étant

sous le contrôle d'un ordinateur. Une valve connectée au bioréacteur et elle aussi contrôlée par

ordinateur s'ouvre périodiquement. Ceci permet une alimentation homogène et régulière dans une

gamme de taux de dilution compris entre 0,02 et 0,10 h-1
• Cette étude est la première à fournir des

données reproductibles sur la vitesse de dégradation de la cellulose par un micro-organisme. Par la

suite ce système a permis d'étudier l'influence du mutualisme sur la cellulolyse et la méthanogénèse

lors de cocultures de Ruminococcus a/bus et d'une Archaea méthanogène Methanobrevibacter smithii

(Pavlostathis et a!., 1990). Ce système efficace nécessite cependant l'utilisation d'un ordinateur de

contrôle.

En 1989, l'étude de la dégradation de la cellulose par Clostridium thermoce//um initiée par

Kleijntjens et al. (1986) fut reprise par Lynd et al. (1989a) en utilisant un système de culture continue

plus simple que Pavlostathis et al. (1988a, 1988b) (Figure 28). La fiole d'alimentation, qui est sous

une pression légèrement positive d'azote, est placée en hauteur juste au-dessus du bioréacteur. Le

milieu de culture est simplement pompé à la base de la fiole d'alimentation par une pompe

péristaltique les connexions sont courtes et verticales afin de limiter la sédimentation. Une attention

particulière est portée sur l'agitation du milieu de culture contenant la cellulose dans le réservoir

d'alimentation. L'homogénéisation du milieu est assurée par une agitation vive grâce à un barreau

magnétique et par la présence de contre-pales. Cette étude fournit les premières données sur la

vitesse de dégradation de la cellulose par C/ostridium thermoce//um. Ce même système est utilisé pour
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Figure 26 : Schéma d'un réacteur continu à alimentation différentielle en milieu de

culture et en cellulose (Adapté de Kleijntjens et a!., 1986). La cellulose est en gris,

le milieu de culture en bleu et les gaz sont en blanc. A : Entrée du milieu de culture

; B: Entrée de la cellulose; C: Effluent liquide; D: Evacuation des gaz; E:

Système d'agitation.

c

Figure 27 : Schéma du réacteur en continu développé par Pavlosthatis et al. (1986).

Le milieu de culture est gris et les gaz sont en blanc. Les flèches indiquent la

direction des flux. A : Gaz ; B : Système d'agitation; C : Pompe péristaltique; D :

Valve éléctromagnétique ; E : Ordinateur de contrôle.
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caractériser la capacité cellulolytique de souches de bactéries anaérobies thermophiles nouvellement

isolées (Ahn et Lynd, 1996). Ce système simple ne permet pas d'écarter totalement la sédimentation

de la cellulose notamment en sortie de pompe péristaltique et il ne peut atteindre des taux de dilution

significativement inférieurs à 0,03 h-1
•

Le système de culture en continu de Kistner et Kornelius (1990) s'inspire de la valve du système

développé par Pavlostathis et al. (1988a, 1988b) (Figure 29). Le ballon d'alimentation contenant la

cellulose est homogénéisé par un agitateur vibratoire, il est placé juste au-dessus du bioréacteur. Le

milieu n'est plus aspiré par une pompe péristaltique mais opère comme un vase de Mariotte. Une

valve programmable relie directement le réservoir au réacteur et permet l'entrée du milieu de culture

à intervalles réguliers, c'est la fréquence d'ouverture de la valve qui détermine le taux de dilution. Ce

système fut testé avec Ruminococcus flavefaciens et Fibrobacter succinogenes et a permis d'étudier

l'influence de l'acide phénylpropanoïque sur la dégradation de la cellulose par Ruminococcus a/bus

(Morrison et a!., 1990). Ce système ne permet cependant pas de travailler à des taux de dilution

inférieurs à 0,05 h-1
.

En 1991, un système plus simple et très efficace fut développé par Weimer et al. (1991b). Il

s'agit d'un système de culture en continu à flux segmenté permettant un apport homogène et régulier

de substrat. Il fut adopté pour toutes les études ultérieures nécessitant l'utilisation de substrats

insolubles.

Dans ce montage (Weimer et a!., 1991b) (Figure 30), le milieu de culture avec la cellulose

contenu dans le réservoir d'alimentation est agité sous un flux de gaz humidifié (gaz carbonique,

azote, argon... ). La suspension, aspirée par une pompe péristaltique, passe par un système de

segmentation, il s'agit simplement d'une connexion en forme de "T" par laquelle entre le milieu de

culture et où du gaz est injecté par l'autre orifice à la même vitesse. Il en ressort une suspension de

cellulose dans le milieu de culture divisé en segments séparés par du gaz qui est véhiculé jusqu'au

bioréacteur. La cellulose est retenue dans chaque segment par la tension de surface du milieu de

culture qui s'exerce à l'interface gaz/liquide.

Ce système permet un apport précis, constant et donc très reproductible de nutriments dans le

bioréacteur. Ceci nécessite cependant quelques conditions opératoires rigoureuses :

• Dans la fiole d'alimentation, la combinaison des deux systèmes de mélange du milieu

de culture, c'est à dire l'agitation et le bullage, sont indispensables pour maintenir une

suspension homogène des particules de cellulose qui sinon formeraient des strates.
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Figure 28 : Schéma du réacteur continu développé par Lynd et al. (1989). Le milieu

de culture est gris et les gaz sont en blanc. Les flèches indiquent la direction des

flux. A : Gaz; B : Système d'agitation; C : Pompe péristaltique.

Figure 29 : Schéma d'un réacteur continu alimenté grâce à une valve (Adapté de

Kistner et Kornelius, 1990). A: Système d'agitation vibratoire ; B: Valve; C:

Ordinateur de contrôle.
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• Le diamètre des tuyaux de connexions doit être de l'ordre de 2,5 mm pour permettre la

formation des segments.

• Les fibres de cellulose doivent être impérativement inférieures à 45 Ilm sinon la

concentration de la cellulose varie dans le réservoir d'alimentation en se répartissant en

différentes strates et la formation des segments dans les connexions devient elle aussi

plus difficile.

Malgré ces quelques contraintes qui restreignent l'utilisation d'un tel système à des applications

en recherche et développement, la culture continue à flux segmenté permet de fournir un flux

constant et reproductible de nutriments même à des taux de dilution faibles au moins jusqu'à D,Dl h-1

ce qui est généralement la gamme de croissance des bactéries cellulolytiques. Ce système a été utilisé

pour étudier l'effet du pH et du taux de dilution sur la dégradation et la fermentation de la cellulose

par Ruminococcus flavefaciens et Fibrobacter succinogenes (Shi et Weimer, 1992; Weimer, 1993;

Wells et al., 1995). Compte-tenu de son aspect dynamique dans des conditions environnementales

stables, la culture en continu est un outil très utile pour l'étude des compétitions et des interactions

qui peuvent s'établir entre différents micro-organismes. Ainsi, les interactions entre des espèces

bactériennes cellulolytiques et non-cellulolytiques du rumen ont été étudiées par ce type de cultures

continues à flux segmenté (Shi et al., 1997 ; Chen et Weimer, 2001).
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objectifs

Ce travail fut initié en 1996 dans le cadre à la fois d'un projet de la Communauté Européenne

pour la recherche et le développement technologique de procédés de production de bioénergie

(contrat FAIR n095.0191) et d'un projet national avec l'Agence de l'Environnement et de la Maîtrise de

l'Energie (ADEME) (contrat AGRICE n097.01.041). Ce programme de recherche consistait à améliorer

la biodégradation de la Iignocellulose lors de la méthanisation. D'une durée intiale de 4 ans, ce projet

a mis en collaboration trois partenaires:

• la société Steinmüller-Valorga, basée en France à Montpellier, qui est spécialisée dans

la biodégradation anaérobie des déchets ménagers en digesteurs industriels.

• le laboratoire du Professeur Young de l'Institute of Biological Sciences of the University

of Wales, basé au Royaume-Uni à Aberysthwyth, qui possède une solide expérience en

génétique des bactéries Gram positives en particulier chez les espèces des genres

Baci//us et C/ostridium.

• le Laboratoire de Biochimie des Bactéries Gram + du Professeur Petitdemange, qui

apporte ses compétences en physiologie des bactéries anaérobies strictes.

D'un point de vue pratique, la méthanisation est une technique de conversion de la biomasse

en énergie sous forme de biogaz qui est par la même occasion une voie de dépollution puisque ce

processus, réalisé en absence d'oxygène, permet la dégradation de matières organiques. Pour des

raisons de coût énergétique, les populations microbiennes impliquées dans ce type de bioconversion

sont généralement mésophiles (Giallo et al., 1983). En digesteurs industriels, cette fermentation

s'accompagne de la production d'un gaz constitué d'environ 60% de méthane et de 40% de dioxyde

de carbone et permet la restitution d'environ 50% de la matière organique (Guedon et al., 2000c). Le

biogaz peut être utilisé pour la production d'énergie sous forme de chaleur ou d'électricité ou être

utilisé comme biocarburant.

Cependant la présence de composés Iignocellulosiques, difficilement hydrolysables et qui sont

retrouvés en quantités non négligeables en fin de fermentation, diminue le rendement de

méthanisation. Ainsi, l'hydrolyse de la cellulose est fortement suspectée d'être l'étape limitante du

processus biologique de minéralisation de la matière organique en méthane et gaz carbonique. Dans

l'environnement, les c10stridia cellulolytiques jouent un rôle majeur dans la dégradation anaérobie de

la cellulose (Leschine, 1995), aussi l'idée est d'aboutir à une fermentation plus efficace des composés

lignocellulosiques par l'utilisation d'une bactérie cellulolytique mésophile comme C/ostridium

ce//u/o/yticum.
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Une étude systématique du catabolisme carboné de Clostridium ce//u/o/yticum a donc été

entreprise afin d'identifier les régulations physiologiques de ce micro-organisme. Dans cette optique,

la technique du chémostat a été largement utilisée révélant de très nettes différences entre une

croissance sur un milieu complexe et sur un milieu synthétique, dans des conditions de carbone

limitant, d'azote limitant ou encore de substrats saturants. Pour ces études, l'utilisation d'un glucide

soluble, le cellobiose, se justifiait puisque:

• le cellobiose a longtemps été considéré comme le produit majeur de la cellulolyse

(Petitdemange et al., 1984).

• il s'agit de la cellodextrine la plus facilement disponible commercialement puisqu'elle

possède les meilleurs rendements de synthèse (Pereira et al., 1988).

• l'étude d'un métabolisme apparaît plus simple sur un substrat soluble que sur un

substrat insoluble (Giallo et al., 1983).

Ainsi, le cellobiose et sa métabolisation étaient considérés représentatifs de ce qui serait

observé sur la cellulose. Cependant, Clostridium ce//u/o/yticum étant une bactérie cellulolytique, l'étude

de son métabolisme sur un substrat plus proche de la Iignocellulose rencontrée dans son

environnement naturel se justifie pleinement. Afin de caractériser le catabolisme de la cellulose et

d'établir un modèle des flux carbonés et électroniques chez Clostndium ce//u/o/yticum, des cultures

discontinues et continues sur cellulose ont été réalisées. Jusqu'à présent, les seules études de la

dégradation de la cellulose par cette bactérie ont été effectuées en milieu complexe, en mode

discontinu, sans agitation du milieu de culture et sans régulation du pH (Giallo, 1984 ; Giallo et al.,

1985). Quant aux cultures continues sur cellulose, elles ont été utilisées pour caractériser la capacité

d'hydrolyse de micro-organismes cellulolytiques dans différentes conditions ou pour étudier les

interactions qui peuvent s'établir entre des bactéries cellulolytiques et non-cellulolytiques mais elles

n'ont encore jamais été utilisées pour une étude métabolique (Weimer et al., 1991 ; Shi et Weimer,

1992 ; Shi et al., 1997 ; Chen et al., 2001). Plusieurs points ont donc été abordés au cours de cette

étude afin d'avoir une meilleure connaissance de la physiologie de ce micro-organisme sur cellulose.

Tout d'abord, afin d'éclaircir la cinétique d'apparition de l'inhibition de croissance, l'étude du

métabolisme a été approfondie sur cellobiose en cultures discontinues et continues.

Puis, le catabolisme de la cellulose proprement dit a été dans un premier temps réétudié en

culture discontinues en utilisant des conditions de culture plus rigoureuses que dans les premières

investigations et en considérant les résultats obtenus plus récemment lors de l'utilisation d'un milieu

synthétique.

En s'appuyant sur le fait que toutes les bactéries cellulolytiques anaérobies étudiées jusqu'à

présent sont sensibles à l'acidification du milieu de culture (Russell et Dombrowski, 1980 ; Mourino et
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al., 2001 ; Russell et Wilson, 1996), l'influence du pH sur le métabolisme de C/ostndium ce//u/o/yticum

a été étud ié.

Enfin, pour mieux caractériser le catabolisme et le comparer aux résultats précédemment

obtenus sur cellobiose, les études ont été poursuivies en culture continue sur cellulose en conditions

de carbone limitant, de substrats saturants et enfin d'azote limitant.
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A\.. - ~, le cellobiose1

Les premières cultures réalisées avec C/ostridium ce//u/o/yticum utilisaient un milieu de culture

complexe contenant 5 gX1 d'extrait de levure, malgré cela la biomasse n'excédait pas 0,6 gX1 (Giallo

et al., 1983). En chémostat, l'augmentation de la vitesse du flux carboné conduisait à des rapports

NADH/NAD+ fortement déséquilibrés pouvant atteindre un rapport aussi élevé que 57 (Payot et al.,

1998). Cette accumulation intracellulaire de NADH était alors associée à l'arrêt précoce de croissance

observé en culture discontinue (Payot et al., 1999b).

Par la suite, l'utilisation d'un milieu chimiquement défini dans lequel l'extrait de levure était

remplacé par des vitamines et des sels minéraux a permis de mettre en évidence des régulations

différentes du métabolisme de C/ostridium ce//u/o/yticum (Guedon et al., 1999b). Par comparaison

avec les résultats obtenus sur un milieu complexe la vitesse spécifique de consommation du substrat

carboné était multipliée par trois tandis que le rapport NADH/NAD+ restait compris entre 0.29 et 2.08

; tout ceci indiquait un meilleur contrôle du flux du carbone et des électrons (Guedon et al., 1999b).

Ces différences étaient attribuées aux conditions expérimentales et principalement au milieu de

culture, en effet, un milieu de culture complexe et particulièrement riche en extrait de levure semblait

contraster avec les conditions nutritionnelles de l'écosystème cellulosique naturel de C/ostridium

ce//u/o/yticum (Koch, 1997). Mais bien que ne pouvant plus être la conséquence d'un déséquilibre du

rapport NADH/NAD+, l'inhibition de croissance était toujours présente même en milieu synthétique.

L'augmentation du flux carboné entrant induisait un basculement d'une fermentation acétate­

éthanol vers une fermentation éthanol-lactate qui coïncidait avec une excrétion de pyruvate. Ce
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débordement métabolique indiquait une limitation du flux carboné au niveau des enzymes utilisant le

pyruvate notamment la pyruvate-Fd oxydoréductase (PFO) (Guedon et al., 1999b). Cette excrétion de

pyruvate était suspectée être à l'origine de l'inhibition de croissance (Lebloas et al., 1993).

Le but de cette étude est d'établir et de caractériser plus en détail l'influence du flux carboné

sur l'inhibition de croissance observée chez C/ostridium ce//u/o/yticum. En maintenant une culture

continue en conditions de carbone limitant et en augmentant progressivement la concentration de la

source carbonée apportée par le réservoir d'alimentation, la concentration de la biomasse à l'état

stationnaire augmente elle aussi par paliers (Russell, 1986). Le contrôle du flux carboné en mode

tendu pourrait permettre de lever l'inhibition de croissance en évitant une augmentation trop brutale

de la concentration en cellobiose qui entraîne alors le passage de la culture continue en conditions de

carbone saturant (Guedon et al., 2000b).

II.

Cette étude fut publiée dans la revue Microbi%gydans un article intitulé: "Growth inhibition of

C/ostridium ce//u/o/yticum by an inefficiently regulated carbon flow." 1999, 145 : 1831-1838.
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Carbon flow in Clostridium cellulolyticum was investigated either in batch or
continuous culture using a synthetic medium with cellobiose as the sole source
of carbon and energy. Previous experiments carried out using a complex
growth medium led to the conclusion that the carbon flow was stopped by
intracellular NADH. In this study, results showed that cells cultured in a
synthetic medium were better able to control electron flow since the
NADH/NAD+ ratios were in the range 0'3-0-7, whereas a ratio as high as 57 was
previously found in cells cultured on a complex medium. Furthermore, a
specifie rate of cellobiose consumption of 2'13 mmol (g cells)-1 h-1was
observed on synthetic medium whereas the highest value obtained on
complex medium was 0'68 mmol (g cells)-1 h-1. When C. cellulolyticum was
grown in continuous culture and cellobiose in the feed medium was increased
from 5'84 to 17'57 mM in stepwise fashion. there was an increase in cellobiose
utilization without growth inhibition. In contrast. when the reactor was fed
directly with 14'62 mM cellobiose. residual cellobiose was observed (4'24 mM)
and growth was limited. These data indicate that C. cellulolyticum is not able
to optimize its growth and carbon flow in response to a sudden increase in the
concentration of growth substrate cellobiose. This interpretation was
confirmed (i) by the study of cellobiose batch fermentation where it was
demonstrated that growth inhibition was not due to nutritional limitation or
inhibition by fermentation products but was associated with carbon excess
and (ii) by the growth of C. cellulolyticum in dialysis culture where no growth
inhibition was observed due to the limitation of carbon flow by the low rate
of cellobiose diffusion through the dialysis tubing.

Keywords: Clostridium cellulolyticum, growth inhibition, synthetic medium, carbon
flow

INTRODUCTION

Clostridium cellulolyticum was previously found to
undergo an early growth stoppage when grown in batch
cultures on cellobiose (Giallo et al., 1983). Giallo and
coworkers reported that this inhibition was neither the
result of nutrient depletion, nor the result of low pH or
inhibition by end products; nevertheless, complex media
were used routinely (Giallo et al., 1983; Gelhaye et al.,
1993a, b; Gehin et al., 1995). From a fundamental point
of view and to achieve biotechnological application, it is
essential to understand the conditions that direct the
increase of the bacterial population since cellulolytic

Abbreviations: fd, ferredoxin; O/R, oxidationlreduction.

0002-3263 © 1999 SGM

clostridia are of major importance in the anaerobic
digestion of lignocellulose (Leschine, 1995).

Payot et al. (1998) demonstrated that, on complex
media, the main product of C. cellulolyticum cellobiose
catabolism was acetate, whereas the production of
reduced compounds such as ethanol or lactate was low.
Such patterns of product formation were accompanied
by an accumulation of intracellular NADH leading to an
NADH/NAD+ ratio as high as 57 (Payot et al., 1998).
The high values of the NADH/NAD+ ratio inhibited
glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH)
activity which in turn limited cellobiose catabolism and
cell growth. It is difficult to understand why during the
course of C. cellulolyticum evolution such metabolic
regulations have been selected. Taking into account that
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many natural ecosystems rarely contain ail nutrients in
high quantity (Koch, 1997), the aim of the present work
was to study the behaviour of C. cellulolyticum on a
synthetic medium with special attention ta the effect of
carbon flow on growth.

METHOOS

Organism and medium. The organism used in this study was
C. cellulolyticum ATCC 35319, originally isolated by
Petitdemange et al. (1984) from decayed grass. Stock cultures
of C. cellulolyticum were maintained on cellulose as described
previously (Payot et al., 1998) and were grown for one transfer
on cellobiose before the initiation of growth experiments. The
anaerobic culture technique used was that proposed by
Hungate (1969) as modified by Bryant (1972).

The defined medium used in ail experiments was a modi­
fication of the CM3 medium described by Weimer & Zeikus
(1977) in which 5 g yeast extract 1-1is replaced by oligoelement
and vitamin solutions. The composition was (g 1-1): KH2P04,
HO; K2HP04.3H20, 2'90; (NH4)2S04' 1'00; MgC12.6H20,
0'10; CaCI2, 0'02; 5% (w/v) FeS04 in 50 mM H2S04, 25 j.ll;
trace element solution, 1'0 ml; vitamin solution, 10 ml; Na2S,
0·50 and 0'2 % (wIv) resazurin, 0·5 ml. In addition, the
medium contained cellobiose in variable amounts as specified
in Results. The trace element solution contained (g 1-1):
FeS04.7H20, 5'00; ZnS04.7H20, 1'44; MnS04.7H20, 1'12;
CuS04.5H20, 0'25; Na2Bp" 0'20; (Mo),(NH4)P24'4Hp,
1'00; NiCI2, 0'04; CoCI2, 0'02; HB03, 0'03; Na2Se03, 0'02;
HCI10 M, 50·0 ml. The composition of the vitamin solution
was [mg (100 ml distilled watert1]: D-biotin, 10; p-amino­
benzoic acid, 25; nicotinic acid, 15; ribofiavin, 25; pantothenic
acid, 25; thiamin, 25; cyanocobalamin, 10. The vitamin
solution was sterilized by filtration with a 0'2 j.lm filter
(Millipore).

Growth conditions. C. cellulolyticum was grown either in
batch or in continuous culture. Cells were cultured aseptically
in a 21 bioreactor (LSL BioLafitte) with a 1'51 working
volume. Vitamin and trace element solutions, cellobiose and
Na2S were sequentially added to the medium for optimal
reduction. Anoxie conditions were maintained by passing a
stream of filter-sterilized nitrogen gas over the cultures. Ali
tubing used was made of Viton (Du Pont) to prevent oxygen
entry.

The temperature was maintained at 34 oC and the pH was
controlled at 7·2 by automatie additions of 1 M NaOH.
Agitation was kept constant at 50 r.p.m. For continuous
fermentations, the volume was kept constant at 1'51 by
automatie regulation of the culture level. The inoculum was
10% by volume and was in exponential-growth phase. The
culture was grown in batches for 15 h before the medium flow
was started. A period of three to four residence times was
found to be sufficient co achieve steady-state values of the
biomass and of the residual cellobiose concentration.

In addition, dialysis cultures were grown in 3 1 flasks and
fermentations carried out in dialysis tubing (Visking, mol­
ecular mass eut-off 6000--8000 Da) as described previously
(Gehin et al., 1996). No alteration of the tubing was observed
during the course of our experiments.

Analytical procedures. Bacterial growth was measured
spectrophotometrically at 600 nm and calibrated against cell
dry weight measurement. Samples (30 ml) were centrifuged
(8000 g, 10 min, 4 oC), washed twice with 0'9 % (w Iv) NaCI
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and dried at 65 oC to constant weight (48 hl. A mean biomass
formula of C4H,02N and C16H2S0gN6 for extracellular
proteins determined by elemental analysis (Service Central
d'Analyses, CNRS), were used for elemental recovery calcu­
lations.

Culture supernatants (10000 g, 15 min, 4 oC) were stored at
- 80 oC until they were analysed. Cellobiose concentrations
were determined by the method of Miller (1959). Acetate,
lactate and ethanol were estimated by using the appropriate
enzyme kits (Boehringer Mannheim). The fermenter effluent
gas was measured by gas chromacography as described by
Vasconcelos et al. (1994).

Extracellular proteins from the cell-free supernatant were
measured by the Bradford dye method (Bradford, 1976). The
quantity of amino acids present in the supernatant was
measured using the procedure of Mokrasch (1967) and by ion­
exchange chromatography on a cation-exchange resin with a
Beckman 7300 amino acid analyser. The mean elemental
amino acid composition was CSH1002.sN.

Extracellular pyruvate was quantitatively assayed using an
enzymic method coupled with fluorimetric detection of
NADH. Emission was measured at 459 nm after excitation at
341 nm with a fiuorimeter (Hitachi F2000). The mixture
contained triethanolamine buffer (0'1 M, pH 7'6), NADH
(12'5 j.lM) and lactate dehydrogenase (10 D).

Enzymic determination of intracellular pyruvate was not
possible due CO significant interference by extracellular
pyruvate which led to erroneous estimates of intracellular
concentrations.

Levels of NAD(P)+ and NAD(P)H in the biomass were
measured by first extracting the nucleotides from a sample of
culture. NAD(Pt and NAD(P)H were extracted with HCI and
KOH, respectively, as described by Wimpenny & Firth (1972).
Levels of coenzymes in both extracts were determined by
fluorimetric measurements. NAD+ was assayed with a
NAD(H)-specific alcohol dehydrogenase (EC 1.1.1.1) and
NADP+ was assayed with a glucose-6-phosphate dehydro­
genase (EC 1.1 . 1.49) (Klingenberg, 1965; London & Knight,
1966). NADH was determined using a lactate dehydrogenase
(EC 1.1.1.27) assay (Klingenberg, 1965). NADPH was
measured in a reaction mixture containing 100 mM triethanol­
amine buffer (pH 6'0), 20 mM IX-ketoglutaric acid and 20 D of
NADP(H)-specific glutamate dehydrogenase from Proteus
species (EC 1.4.1.4).

Calculations. The main products of cellobiose fermentation by
C. cellulolyticum are acetate, ethanol, lactate, H2 and CO2
(Giallo et al., 1983). The reactions leading to the formation of
the metabolites were described previously (Payot et al., 1998).

qcelloblose is the specifie rate of cellobiose used in mmol (g
cellst1 h-1; qaceta,e' qethano, and q,aetate are the specifie rates of
product formation in mmol (g cells)-1 h-1; and extracellular
qpyruvate is the specifie rate of extracellular pyruvate formation
in j.lmo! (g cellst1 h-1.

The specifie rates of NADH production and NADH con­
sumption were calculated as described previously (Payot et al.,
1998).

The specifie rate of H2 production via the NADH-ferredoxin
(fd)-H2path was calculated as follows:

qNADH.rd = qNADH produced -qNADH used

The oxidation/reduction (0 IR) index was calculated ac­
cording to Gottschalk (1985).
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Carbon flow in Clostridium cellulolyticum
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RESULTS
Kinetic analysis of batch cellobiose fermentation

When C. cellulolyticum was grown in batch culture on
a defined medium with 23'4 mM cel1obiose as an energy
source, the growth curve (Fig. la) was characterized by
a maximum specific growth rate of 0'18 h- 1 (Fig. 2a).
During the first 10 h after inoculation, growth and
cel1obiose consumption rates accelerated (Fig. 2a) and
the cel1s produced acetate, ethanol and pyruvate (Fig.
lb). Accelerating growth was correlated with increasing

y ATP' the energetic yield of biomass, can be calculated from
acetate, lactate and ethanol concentrations according ta
equations described previously (Payot et al., 1998).

y ATP = biomass concn/ (2concn acetate +concn lactate

+COnCnethanOl)

y ATP is in g cells (mol ATPrl produced.

yX/S' the molar growth yield for cellobiose, is in g cells (mol
cellobioser1 used.

Carbon recoveries were calculated from the production of
biomass, fermentation products, amino acids and extracellular
proteins present in the supernatant.
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Fig. 1. Growth and cellobiose concentration (a) and product
concentrations (b) during batch fermentation of C.
cellulolyticum. The cellobiose concentration was 23·4 mM;
ammonium concentration (26·5 mM) was always in excess. 0,
Biomass; ., cellobiose; D, acetate; /::;, lactate; ., ethanol; .A.,
extracellular pyruvate.

production of extracel1ular pyruvate (Fig. 2b), acetate
and ethanol (Fig. 2c) and was fol1owed abruptly by a
decelerating growth phase (Fig. 2a). The start of lactate
formation (Fig. 2c) was associated with the peak of
extracellular pyruvate production and the increase in
the specific rate of lactate production corresponded to
the decrease in pyruvate, acetate and ethanol bio­
synthesis (Fig. 2b, cl. Between 25 and 43 h, the qlactate

was stable and coincided with an almost nil pyruvate
production (Fig. 2b, cl. Growth ceased before the cello­
biose was depleted (Fig. la), but cells continued to
catabolize cellobiose and produce acetate and lactate.

Fig. 2. Specifie rates of growth and cellobiose consumption (a)
and product formation (b, c) during batch fermentation of C.
cellulolyticum. The cellobiose concentration was 23·4 mM;
ammonium concentration was always in excess. 0, Specifie
growth rate; ., specifie rate of cellobiose consumption; .A., D,
/::;, ., specifie rates of extracellular pyruvate, acetate, lactate
and ethanol formation, respectively.
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Table 1. Substrate, biomass and product concentrations and yields for continuous cultures of C. cellulolyticum

During ail experiments, ammonium concentration was always in excess. For experiments A-H" cultures were provided with
cellobiose in increasing amounts From 5,84 ta 20·46 mM (see Fig. 3 legend). In the experiments S, the reactor was fed directly with
14·62 mM cellobiose. Values represent mean determinations From three different samples (± SD). Ali other values were determined
with a mean accuracy of 10 %.

Experimc:ms D Fc:c:d Rcsidual Biomass ProdUCl yield [mol Extracdlular Extracc:llular Amino Carbon
(h-') cc:llobiosc: cc:lIobiosc: (g 1-') (mol cdlobiosc:rlJ pyruvate protdn acids rc:covc:ry

(mM) (mM) (~M) (mg 1-') (mM) ("10)

Acctate: Lactate: Ethanol

A 0·086 5-84 0'12±0'05 0'332±0'015 1'68 0'10 0·53 149-2±8'2 28'9±1'1 (}56±(}04 84-3

B 0·083 7-31 0'23±0'08 (}388±0'016 1'61 0·09 0'54 172-9±9'3 44-8± 2'5 (}69±(}04 79"5

C 0·085 8'77 0'17±0'07 0'475 ± 0·020 1"69 (}09 0-53 208-5 ± 9-9 57-2 ± 2-7 0'81±0-05 8304

D 0-083 10-23 0-12±0-06 0-581 ±0-024 1'78 (}11 0-56 267'4± 12-8 62·5 ±2-8 (}83±(}05 86-8

E 0·086 12'42 0-21±0-07 0-724±0-031 1-73 0-14 0-54 327-5 ± 14-7 84-0±4'0 (}98±(}06 85-9

F 0·084 14-62 0-26±0-07 0·789 ± 0·030 1-60 (}19 0-56 372-9± 15'5 96'2±4-1 1-27 ± (}07 83'8

G 0-084 17'57 0-21 ±0-08 (}863 ±0'035 1-54 0-23 0'59 414'6± 18-2 132-9±5-7 1'68± 1-01 81-4

H' 0-085 2D-46 0-88±0-12 (}860 ± 0-032 1-25 (}46 (}75 443'1 ± 18-9 142'6±5-6 1-25 ±0'08 82-0
1

H," 0-085 20-46 1'69±0-14 0-741 ±0'029 1-34 0·42 0-89 411'6± 17-6 166'6±6'1 H5±0'06 85-5

H," 0-085 20-46 2-77±0-18 0·621 ± 0'028 1-27 0-34 0-93 395-7± 16-4 167-4 ± 6'3 (}85 ±(}05 80'0

H. 0-085 20-46 2'04±0-15 0-733±0-032 1-22 0-34 (}97 386-4± 16-3 177-1 ±6-8 (}94 ± 0-06 80-6

S 0-083 14-62 4-24 ± 0·24 0-487±0-200 1'22 0-37 (}83 267-8 ± 12-3 115-9±5-1 l-ll±O-06 83'8

,. Values of parameters are shown but were not obtained under steady-state conditions.

When the cellobiose was exhausted, cell Iysis was
observed despite a slight consumption of pyruvate. The
stationary phase occurred before cellobiose became
limiting and the growth arrest could not be attributed to
limitation or inhibition by fermentation products since
the same culture reinoculated allowed growth of the
new inoculum (data not shown). This result indicates
that growth inhibition of C. cellulolyticum was not due
to the appearance of inhibitory compounds in the culture
medium. This was confirmed by the growth of C.
cellulolyticum in a supernatant from a culture entering
stationary phase which was centrifuged and filtered or
autoclaved (data not shown).
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Growth of C. cellulolyticum with increasing amounts
of cellobiose

When C. cellulolyticum was grown in continuous
culture at a specific growth rate (Il) of approximate1y
0·085 h-l and the concentration of cellobiose in the feed
medium was increased in stepwise fashion, there was an
increase in cellobiose consumption (Table 1) without
growth inhibition (Fig. 3). Cultures which were provided
with cellobiose progressive1y from 5·84 to 17'57 mM
(experiments A-G, Table 1) utilized almost ail the
carbon source « 0'26 mM left) and the microbial
population increased regularly whilst the values of YATP

were almost constant (Table 2). Neverthe1ess, when the
feed cellobiose concentration was 17'57 mM, the growth
parameters YATP and Yx/s decreased, i.e. from 13'9 to
12·7 g cells (mol ATP)-l and from 54'9 to 49·7 g cells
(mol cellobiose)-l for experiments F and G, respective1y,
indicating that sorne ce1lobiose and hence ATP were not
associated with biomass formation. The same effects
were accentuated when the cellobiose concentration was
increased to 20'46 mM (experiments H I-H4). The re­
sidual cellobiose concentration increased from 0·88 to
2'77 mM and the biomass decreased from 0·860 to
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Fig. 3. Growth of C. ce/lulolyticum in continuous culture (D =
0·085±0·002 h- 1) with increasing amounts of cellobiose from
5·84 mM (experiment A) to 20·46 mM (experiment H). The
culture was sampied at the times indicated by arrows, before
the addition of cellobiose concentration. Feed cellobiose (mM):
A, 5'84; B, 7-31; C, 8,77; D, 10·23; E, 12-42; F, 14-62; G, 17'57;
H,-H2-H 3-H<!' 20-46. Data from these experiments are
summarized in Tables 1, 2 and 3.

0·621 g 1-1 (steps Hl' H 2, H 3); the steady state was
recovered only in step H4 , and Yx/s (39'8 g cells mol-l)
and YATP (10'7 g cells mol-I) decreased sharply. These
results indicate that (i) experiments A-G were per­
formed under conditions of cellobiose limitation, (ii)
increased carbon flow from 1'46 to 1'69 mmol cellobiose
(g cells)-l h-l was balanced by the demands for
biosynthesis, (iii) the increase of qcellobiose above 1·69
mmol (g ce1IS)-l h-l led to substrate-sufficient cultures
with imbalance between ce1lobiose uptake and the
demands for biosynthesis.

When the reactor was fed directly with 14·62 mM
cellobiose in experiment S, compared with experiment
G (17'57 mM cellobiose), the residual cellobiose con-
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Table 2. Specifie consumption and production rates for the continuous cultures of Table 1

For experiments A-Hl' cultures were pravided with cellobiose in increasing amounts fram 5'84 to 20·46 mM (see Fig. 3 legend). In
the experiments S, the reactor was fed directly with 14'62 mM cellobiose. Values represent mean determinations from three different
sampIes (±SD). AlI other values were determined wirh a mean accuracy of 10%.

Expcriments D Speci6e rate of ceUobiose consumption or product formation Extracellular tlP'YfV"11< YAn' Y""
(h-') (mmot (g cdls)-I h- l ] (pmol (g cells)-' h-') ((geclls) mol-'I [(g cells) mol-'l

q"l~ q~ tll......tc q.......

A 0'086 1'46 2049 Ol4 078 38'6 14,5 58'0
B 0'083 l,SI 2044 0'13 0'82 37'0 14-2 54-8
C 0·085 1'54 Hl 0'14 0'82 37'3 13"7 55-2
D 0·083 1'44 2-57 0'15 0'81 38'2 13"6 57-5
E 0·086 1'45 2·51 0·21 0·79 38·9 14·3 59'3
F 0·084 1·53 2045 0'26 0,86 39'7 13-9 54·9

G 0,084 1'69 HO 035 1·00 40'3 12·7 49·7

H: 0,085 1·94 Hl 090 1'45 43"6 11·8 43-9

H; 0,085 2-15 2-88 0·91 1'91 4702 10·1 39·5

H' 0'085 2042 3·09 083 2-24 54'1 8·9 35·13

H, 0·085 2·13 1'62 0·73 1'99 44-8 10·7 39·8
S 0·083 1·77 2'15 0·65 1'46 45-6 12-9 46·9

,. Values of parameters are shown but were not obtained under steady-state conditions.

Table 3. Oxidoreduction balance, nucleotide levels and electron flow for the continuous cultures of Table 1

For experiments A-Hl' cultures were provided with celIobiose in increasing amounts fram 5,84 to 20·46 mM (see Fig. 3 legend). In
the experiments S, the reactor was fed directly with 14'62 mM celIobiose. Values represent mean determinations fram three different
samples (± SD). AlI other values were determined wirh a mean accuracy of 10 %.

Experimcnts D H1lmol (mol co, (mol (mol H/C02 O/R index Intracdlular nucleotidc (pmol (g cdls)-l} qh~.(mmol qNADH produced
(h-') cdlobiosc)-'J ccllobiosc)-I] (g cells)-'h-'I /qNADH uscd

NADH NADPH NAD" NADP"

A 0'086 3'54 2·34 1·51 1'02 B±O'9 J-2±0'5 17'1±3'7 ND 1-70 1·99

B 0'083 3'04 2'00 1'52 0·97 H±0·8 J-S±O'4 16'3±3'5 ND 1'62 1·91

C 0'085 3'54 2-30 1·54 1'00 6'4± l'2 3-6±0'5 17·3 ± 3"6 ND 1-79 2·01

D 0'083 3-72 2043 1'53 1'00 7'0±1'2 3-6±0'4 IN±3-4 O'06±O'OI 1·77 2'00
E 0·086 3'41 2-20 1'55 0·98 6'2±l-1 3-4±0'4 15'5±J-2 0'06±0'01 1·72 1·96

F 0'084 3-43 2-23 1·54 0'98 6'9±1'5 J-S±0'5 17-7±3'5 O'04±O'OI j'59 1'81
G 0'084 3'14 2'08 1'51 0·96 6'9± 1'3 3'7±0'4 16'1±3'1 O'06±O'OI 1·59 1'68

H: 0085 2-86 2·06 1·39 0'94 7'3±1'8 3'3±0'4 13-6± 2-9 0'08±O'OI 0'96 l'25

H; 0085 2'90 2-28 1-27 0·98 8'8± 1·7 B±0'5 12'5±H 0'06±OOI 0'96 1'21

H" 0'085 2'52 2·14 l-18 0'98 8'9±1'9 3-3±0'4 16'3±J-2 0·07±0·01 0·85 1'163

H, 0'085 2-33 2'09 1'11 1'00 7'3±1-7 3-6±0'5 12-2±H O,06±0'01 0,63 1'13
S 0'083 2"43 1·98 l'23 0'97 N± 1'2 3-4±0'5 1O'6±2'9 ND 0'69 1'19

ND, Not detectabIe.
"Values of parameters are shown but were not obtained under steady-state conditions.

centration increased and the biomass decreased
(38'3 %). This comparison indicated that the cells were
not able to regulate high carbon flow and that the
growth inhibition observed in experiment S was not due
to end-product toxicity since end-product concen­
trations were higher in experiment F (Table 1). C.
cellulolyticum may have been unable to regulate the
cellobiose uptake and growth inhibition may have been
due to an inability of bacteria to deal with high
concentrations of carbon compounds internally.

Extracellular pyruvate was observed in ail experiments
(Table 1), suggesting that the flow through the
pyruvate: fd oxidoreductase was limiting. An increase in
pyruvate concentration correlated with accumulation of
extracellular protein and biomass. The global carbon

balance, calculated by taking into account cellobiose
consumption converted into biomass, products, amino
acids and peptides, was in the range 79'5-86·8 % (Table
1). The specifie rates of acetate, lactate, pyruvate and
ethanol formation were almost stable during experi­
ments A-G (Table 2), except that qlactate and qethanOI
increased in experiments E-G and F-G, respectively.
Their specifie production rate increased sharply when
cellobiose was present in excess (experiments H 4 and S),
whereas qacetate and qpyruvate remained nearly constant.

Redox balance

For the chemostats carried out under carbon limitation,
the coenzyme balance (Table 3) calculated from the
known catabolic pathways producing or consuming
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this compound was not detected inside the dialysis
tubing. This may have led to a decrease in the carbon
flow, and enabled an increase of the biomass formation
by a factor of 3 to occur.

DISCUSSION

Previous work indicated that growth of C. cellulo­
lyticum in chemostat cultures on complex medium was
limited by an imbalance in the specific rate of NADH
production and the specific rate ofNADH consumption,
leading to NADH/NAD+ ratios as high as 57 and
intracellular NADH concentrations ranging from 3 to
40 limol (g cell mass)-l (Payot et al., 1998). It was
concluded that high intracellular concentrations of
NADH detected in complex medium revealed a low rate
of NADH reoxidation (Holms, 1996) and that the
production of lactate, ethanol and hydrogen via NADH­
fd-H z was rate limiting. Due to a low rate of NADH
reoxidation, the cells probably maintain a sufficient
NAD+ pool size available for cellobiose catabolism.

This study shows that changing the growth condition
from complex medium to synthetic medium had a
strong effect on the electron flow since the NADH
produced by glycolysis was weIl balanced by the
production of hydrogen gas, ethanol and lactate, leading
to NADH/NAD+ ratios in the range of 0·3--{)·7. This
interpretation was supported by the results of our study
on the effect of carbon flow in C. cellulolyticum grown
in chemostat culture on synthetic medium. At low D
values high Hz/COz and NADH/NAD+ ratios were
observed, coinciding with low qlactate and qethanol values
and low in vitro lactate and ethanol dehydrogenase
activities. In contrast, at high D values the Hz/COz and
NADH/NAD+ ratios decreased sharply, whereas the
qlactate and qethanol values and in vitro lactate and
ethanol dehydrogenase activities increased (data not
shown).

Compared with growth on complex medium, the specific
production rates of ethanol and lactate were both
increased about 10-fold during growth on synthetic
medium. Clearly, these data indicate a better control of
the electron flow by C. cellulolyticum, i.e. low NADH/
NAD+ ratios with lactate and ethanol production
complementing hydrogen via NADH-fd-Hz.

In addition to a better regulation of the redox balance in
cells grown in synthetic medium explaining higher
specific cellobiose consumption in this medium, it is
necessary to take into consideration the fact that, on
complex medium, yeast extract supplies many cell
constituents and cellobiose serves mainly as an energy
supply, whereas on minerai salts medium, a mean value
of 60 % of the cellobiose consumed was converted into
end products of fermentation and the rest into biomass
and extracellular proteins and amino acids.

Nevertheless, the rate of cellobiose catabolism appar­
endy exceeded the rate of pyruvate consumption, since
pyruvate accumulated. This suggests that, in C. cellulo­
lyticum, pyruvate consumption via pyruvate fd-oxido-

1008040 60
Time (h)

20

2
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Fig. 4. Growth of C. cel/ulolyticum in dialysis tubing.

reducing equivalents demonstrate an excess of NADH
since the ratio qNADH produced/qNADH used was always
greater than 1 (experiments A-G, Table 3). This result
correlared with ratios of Hz/COz greater than 1
obtained by measuring COz and Hz evolved. These
ratios suggest that Hz was produced via NADH: fd
reductase and hydrogenase activities in addition to the
phosphoroclastic reaction, which produces 1 mol COz
and 1 mol Hz (mol pyruvate)-l catabolized (Mortenson
et al., 1963). When chemostat cultures were incubated
with excess cellobiose, the main effect was an increase in
the specific rates of lactate and ethanol production: the
qlactate and qethanol increased by a factor of 2 and the
Hz/COz ratios decreased from 1'5 to 1'1-1'2 (experi­
ments H4 and S).

The low values of qlactate and qethanol under conditions
of cellobiose limitation (experiments A-G) apparendy
were not sufficient to regenerate the NAD+ from NADH,
so the production of Hz via NADH-fd-Hzwith qNADH-fd

from 1'59 to 1'79 mmol (g ceIls)-l h- 1 (Table 3) was
more significant in these culture conditions than under
cellobiose excess (experiments H 1-H4 and S).

Taking into account the production of hydrogen gas,
ethanol and lactate, the °/R index was determined to
be around l.The nucleotide levels did not vary signifi­
candy among cellobiose-sufficient or excess cultures,
NADP+ was not or almost not detectable, whereas the
NADPH levels were remarkably constant (Table 3).
NADH ranged from 5'3 to 7'3 limol (g cells)-l and
NAD+ from 10·6 to 17'7 limol (g cells)-l, indicating an
efficient regeneration of NAD+ from NADH.

Dialysis culture

C. cellulolyticum was grown in dialysis culture on
minerai medium with 23'4 mM cellobiose as described
by Gehin et al. (1996) (Fig. 4). A linear growth curve was
observed with a maximum generation time of 4 h, which
correlated with the value found in batch culture (3'8 hl.
It is likely that cellobiose diffusion limited growth since
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reductase is a rate-limiting step. When carbon flow was
limited either by cellobiose diffusion through the dialysis
tubing or by continuous culture under cellobiose limi­
tation, no growth inhibition was observed. It may thus
be concluded that growth inhibition was directly related
to an inefficiently regulated carbon flow. This interpret­
ation was supported by the results of studies of growth
in cellobiose batch cultures, in which growth arrest was
not due to nutritional limitation or inhibition by
fermentation products since new cells reinoculated in
the same culture were able to grow. The growth arrest of
the first seeding could be explained by a carbon flow
which leads to an accumulation of intracellular in­
hibitory compounds. Due to early inhibition of metab­
olism, the accelerating growth phase was rapidly fol­
lowed by the decelerating growth phase and a Ilmax of
0'18 h-1 could not be maintained (Fig. 2). In view of
these considerations, it can be argued that C. cellulo­
lyticum is not adapted to use carbon source and other
nutrients in excess since, on complex medium, ceIls were
not able to induce high specific rates of ethanol and
lactate production. Indeed, natural ecosystems where
cellulolytic microbes proliferate rarely contain ail
nutrients in saturating quantities, particularly a carbon
source derived from cellulose. This insoluble substrate is
usually coated by other polymers, predominantly xylan
and lignin, which may hinder cellulolysis and hence
reduce carbon availability.

It has been found that many bacteria isolated from
oligotrophic reservoirs acquire the ability spontaneously
or by adaptation to develop on rich media (Kuznetsov et
al., 1979). However, this is not the case with C.
cellulolyticum or with cellulolytic bacteria as a rule
(Sleat et al., 1984; Cailliez et al., 1992; Tomme et al.,
1995). It is reasonable ta suppose that during the course
of C. cellulolyticum evolution, these bacteria have
evolved to optimize catabolism of poorly available
carbon sources. The results of this study suggest that C.
cellulolyticum is adapted to life at low nutrient concen­
trations.
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Ces résultats établissent pour la première fois le rôle central du flux carboné dans l'inhibition de

croissance de Clostridium ce//u/o/yticum. L'analyse des flux métaboliques a révélé la chronologie de

l'inhibition de croissance en culture discontinue. L'excrétion du pyruvate par la cellule atteint une

valeur de vitesse spécifique maximale coïncidant avec l'arrêt brutal de la croissance de Clostridium

ce//u/o/yticum ainsi qu'avec la production de lactate. En chémostat, l'augmentation progressive de la

concentration en cellobiose et le maintien de conditions de carbone limitant, ont permis d'augmenter

la biomasse de manière significative; 863 mgX1 de biomasse sont atteints lorsque la concentration du

cellobiose Iimitante est de 6 g.I-1 contre 487 mgX1 en saturation de cellobiose. Au-delà de cette

concentration, une chute de la biomasse et une accumulation du cellobiose résiduel sont observées,

traduisant le passage de la culture en conditions de carbone saturant (Guedon et al., 2000b). En

accord avec les résultats précédents obtenus sur milieu synthétique (Guedon et al., 1999b, 2000b),

Clostridium ce//u/o/yticum est parfaitement capable de gérer le flux des électrons puisque les rapports

NADH/NAD+ restent toujours inférieurs à 1.

En cultivant Clostridium ce//u/o/yticum en tubes à dialyse, des densités de population très

élevées étaient obtenues ; il en avait été conclu que l'inhibition de croissance était le résultat de

l'accumulation des produits inhibiteurs issus de la fermentation (Géhin et a/., 1996b ; Landwall et

Holme, 1977). Les cultures en chémostat avec une augmentation en paliers des concentrations

Iimitantes de cellobiose, permettent d'écarter définitivement cette hypothèse puisque aucun produit

n'est éliminé en cours de culture. Une culture en dialyse permet d'obtenir effectivement une forte

augmentation de la population, non pas grâce à l'élimination des produits de fermentation, mais plutôt

à cause de la diffusion Iimitante du cellobiose de l'extérieur vers l'intérieur du tube à dialyse. En effet,

d'une part, la concentration résiduelle de cellobiose mesurée à l'intérieur du tube reste négligeable et,

d'autre part, Clostridium ce//u/o/yticum se développe avec des temps de génération plus longs qu'en

culture discontinue et surtout continuellement décroissants ce qui indique une limitation de la

croissance.

L'inhibition de la croissance n'est donc due ni à une carence nutritionnelle (Gia 110 et al., 1983),

ni aux produits du catabolisme fermentaire tels que les acides ou les solvants (Biebl et al., 1991 ;

Herrero et Gomez, 1980 ; Herrero et al., 1982 ; Russell et Diez-Gonzalez, 1998 ; Zeng et al., 1994), ni

à la biosynthèse de signaux moléculaires (Dunny et Leonard, 1997). L'arrêt de croissance est le

résultat d'un flux carboné entrant insuffisamment régulé et trop élevé qui semble corrélé à une

accumulation de composé(s) intracellulaire(s) toxique(s) comme le suggère la présence de pyruvate

extracellulaire. Chez d'autres micro-organismes, une telle excrétion de pyruvate a déjà été observée.

Le pyruvate en tant qu'inhibiteur direct de la croissance s'expliquerait par l'accumulation de sa forme

anionique à des concentrations toxiques pour la cellule (Collins et al., 1972 ; Russell, 1992), mais ceci

n'a cependant encore jamais été démontré expérimentalement. Chez Se/enomonas ruminantium, cette
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accumulation intracellulaire est à l'origine de l'activation de la lactate déshydrogénase (LDH) (Wallace,

1978 ; Melville et al., 1988). Chez Eubacterium /imosum, la présence de pyruvate extracellulaire est

associée à l'inhibition de croissance et traduit une limitation de la voie métabolique générant l'acétyl­

CoA (Lebloas et al., 1993).

Il n'est pas exclu que l'inhibition de croissance soit en fait la conséquence de l'accumulation

d'autre(s) intermédiaire(s) métabolique(s) entraînant l'excrétion du pyruvate. Cependant peu

d'exemples ont été jusqu'à présent mis en évidence :

• Chez Baci//us subti/is, l'accumulation de glucose 1-phosphate serait associée aux

phénomènes de lyse cellulaire (Prasad et Freese, 1974), mais chez C/ostridium

ce//u/o/yticum aucune lyse n'est observée tant que la source de carbone n'est pas

complètement épuisée (Payot et al., 1999a).

• Certains triose-phosphates tels que le glycéraldéhyde 3-phosphate ou la

dihydroxyacétone phosphate ont parfois été mis en cause (Bock et Neidhart, 1966 ;

Cozzarelli et al., 1965). Cependant chez C/ostridium ce//u/o/yticum, il s'avère que la

concentration intracellulaire de ces composés varie très peu lorsque les flux carbonés

entrants sont plus élevés (Guedon et al., 1999b).

• Une autre possibilité est la production de méthylglyoxal dont la cytotoxicité est très

marquée (Thornalley et al., 1990). Ce composé est un intermédiaire d'une voie

métabolique produisant du D-Iactate (Russell, 1998). La dihydroxyacétone phosphate est

d'abord convertie en méthylgIyoxa1 par une méthylglyoxal synthase (EC 4.2.99.11), puis

en D-Iactate par une méthylglyoxalase (EC 4.4.1.5). Cette voie métabolique se mettrait

en place lors d'un découplage énergétique entre l'anabolisme et le catabolisme,

notamment lors d'une croissance en condition d'azote limitant (Cooper, 1984 ; Russell et

Cook, 1995). Chez les c10stridia aucun exemple d'inhibition par le méthylglyoxal n'a été

rapporté, mais chez C/ostridium sphenoides du D-Iactate a été détecté (Gottschalk, 1986)

tandis que chez C/ostridium acetobuty/icum une méthylglyoxal synthase est présente

(Huang et al., 1999). Chez C/ostridium ce//u/o/yticum seul du L-lactate est détecté

(Guedon et al., 1999b, 2000b).

• Le dernier intermédiaire métabolique jusqu'ici rapporté comme potentiellement

inhibiteur de la croissance est l'acétaldéhyde. Sa toxicité est due à la forte réactivité de la

fonction aldéhyde avec la fonction amine des composés cellulaires (Jones, 1989).

De la même manière que l'inhibition de croissance sur milieu complexe n'a pas la même origine

que sur milieu synthétique, il est nécessaire de vérifier que l'hypothèse d'une inhibition due à un flux

carboné trop élevé peut également s'appliquer lors d'une croissance sur cellulose.
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Jusqu'à présent le métabolisme de C/ostridium ce//u/o/yticum a essentiellement été étudié avec

le cellobiose comme seule source de carbone. La seule étude du métabolisme de la cellulose par

C/ostridium ce//u/o/yticum a montré que cette bactérie devait être considérée comme faiblement

cellulolytique (Giallo et al., 1985). Il faut en effet plus de 15 jours pour atteindre 70% de dégradation

avec une concentration initiale en cellulose inférieure à 7,6 gX1
. En fonction du temps de culture, la

vitesse de la dégradation de la cellulose pouvait être divisée en trois zones correspondant à trois types

d'activités enzymatiques distinctes. Cette limitation de la cellulolyse, attribuée au système cellulasique,

était expliquée par un changement de la structure cristalline de la cellulose résiduelle qui devenait

plus récalcitrante à l'hydrolyse enzymatique. Sur cellulose, l'inhibition de croissance était d'autant plus

marquée qu'il était suggéré que les cellodextrines solubles issues de la cellulolyse inhibaient à la fois la

croissance et la production des cellulases (Petitdemange et al., 1992).

Comme pour les premières études sur cellobiose (Giallo et al., 1983), ces résultats étaient

critiquables puisqu'ils étaient issus de cultures en flacons de type "pénicilline" autrement dit sans

agitation du milieu de culture, sans régulation du pH et où les gaz issus de la fermentation

s'accumulaient (Chung, 1976 ; Lamed et al., 1988). Les études récentes ont montré l'importance du

milieu de culture sur les régulations du métabolisme de C/ostridium ce//u/o/yticum. Les flux du carbone

et des électrons sont mieux régulés et contrôlés sur un milieu synthétique que sur un milieu complexe

(Guedon et al., 1999b). Par ailleurs, la dernière étude a montré l'importance du flux carboné sur le

métabolisme et plus particulièrement sur l'inhibition de croissance chez C/ostridium ce//u/o/yticum

(Guedon et al., 1999a).

Par rapport aux cultures sur cellobiose, la croissance de bactéries cellulolytiques possédant un

cellulosome diffère principalement par la nécessité pour les bactéries d'adhérer dans un premier

temps au substrat qui est insoluble et ensuite de le dégrader en substrat soluble afin d'initier la

croissance. Selon le modèle de la croissance de C/ostridium ce//u/o/yticum sur la cellulose (Gehin et al.,

1996 ; Gelhaye, 1993 ; Gelhaye et al., 1993b, 1993c), des conditions en carbone limitant et saturant

seraient rencontrées en alternance par les cellules bactériennes. Ainsi, sur cellulose le métabolisme de

C/ostridium ce//u/o/yticum se situerait entre celui associé à une saturation de cellobiose quand les

bactéries adhèrent aux fibres de cellulose et à une limitation de cellobiose quand les bactéries sont

relarguées suite à la saturation ou à l'hydrolyse du site d'adhésion (Guedon et al., 1999b, 2000b).
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Le but de cette étude est d'établir l'efficacité d'hydrolyse de la cellulose dans de nouvelles

conditions de culture, c'est à dire en bioréacteur à pH régulé et sur milieu synthétique, et de voir dans

quelle mesure les résultats précédemment obtenus en culture discontinue sur cellobiose sont

transposables sur cellulose.

Les résultats de cette étude ont conduit à la publication d'un article dans la revue App/ied and

Environmenta/ Microbi%gy : "Cellulose catabolism by C/ostridium ce//u/o/yticum growing in batch

culture on defined medium." 2000, 66 : 2461-2470.
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A reinvestigation of cellulose degradation by Clostridium cellulolyticum in a bioreactor with pH control of the
batch culture and using a defined medium was performed. Depending on cellulose concentration, the carbon
flow distribution was alfected, showing the high flexibility of the metabolism. With less than 6.7 g of cellulose
Iiter-l, acetate, ethanol, Hz, and COz were the main end products of the fermentation and cellulose degra­
dation reached more than 85% in 5 days. The electron ftow from the glycolysis was balanced by the production
of Hz and ethanol, the latter increasing with increasing initial cellulose concentration. From 6.7 to 29.1 g of
cellulose liter-l, the percentage of cellulose degradation declined; most of the cellulase activity remained on the
cellulose fibers, the maximum cell density leveled olf, and the carbon ftow was reoriented from ethanol to
acetate. In addition to that of previously indicated end products, lactate production rose, and, surprisingly
enough, pyruvate overftow occurred. Concomitantly the molar growth yield and the energetic yield of the
biomass decreased. Growth arrest may be Iinked to sufficiently high carbon ftow, leading to the accumulation
of an intracellular inhibitory compound(s), as observed on cellobiose (E. Guedon, M. Desvaux, S. Payot, and
H. Petitdemange, Microbiology 145:1831-1838, 1999). These results indicated that bacterial metabolism ex­
hibited on cellobiose was distorted compared to that exhibited on a substrate more c10sely related to the
natural ecosystem of C. cellulolyticum. To overcome growth arrest and to improve degradation at high cellulose
concentrations (29.1 g Iiter- l), a reinoculation mode was evaluated. This procedure resulted in an increase in
the maximum dry weight of cells (2,175 mg liter- l), cellulose solubilization (95%), and end product concen­
trations compared to a c1assical batch fermentation with a final dry weight of ceUs of 580 mg liter- l and 45%
ceUulose degradation within 18 days.

Cellulolytic clostridia play a major role in cellulose decom­
position, which is a key process in carbon cycling (29). Clos­
tridium cellulolyticum is a nonruminal cellulolytic mesophilic
bacterium isolated from decayed grass and capable of degrad­
ing crystalline cellulose (36). The biotechnological exploitation
of this microorganism as well as the understanding of the role
it plays in its own ecosystem requires knowledge of its metab­
olism and of its behavior when developed on cellulose.

C. celiulolyticum is a low-G+C gram-positive anaerobe be­
longing to clostridial group III (39, 40); it is also placed in
family 4, genus 2, in a new proposed-hierarchical structure for
clostridia (7). Recent metabolic investigations with this bacte­
rium indicated that (i) compared to a complex medium previ­
ously used, mineraI salt medium clearly produced a different
regulatory response and permitted better control of the carbon
fiow (19,34), (ii) early growth inhibition was associated with a
carbon excess (18), and (iii) carbon-limited and carbon-satu­
rated chemostats displayed major discrepancies in the regula­
tion of carbon fiow (20). These studies were performed using
cellobiose, which is considered the most important end prod­
uct of the enzymatic cellulose hydrolysis (31, 44, 45), and it was
assumed that growth on cellulosic material was rather difficult
to monitor and that metabolism changes would be more ob­
servable with soluble sugar (14, 17).

Concerning the behavior of C. cellulolyticum towards cellu-
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oeuvre-lès-Nancy Cédex, France. Phone: 33 3 83 91 2053. Fax: 33 3 83
91 25 50. E-mail: hpetitde@lcb.u-nancy.fr.
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lose substrate, earlier studies (i) suggested that the release of
soluble sugars inhibited both cell growth and cellulase produc­
tion (37) and (ii) described the growth of the bacteria on
cellulose in terms of adhesion, colonization, release, and read­
hesion processes (13). These experiments, however, were con­
ducted systematically in complex media without pH regulation,
and many of the effects observed may have been due to a
decrease in the pH of these cultures (47). In fact, compared
with other low-G+C gram-positive anaerobes, particularly
with bacteria defined as lactic acid bacteria, the bacteria of the
clostridial type are generally considered to be restricted to a
less acidic ecological niche due to their particular pattern of
intracellular pH regulation (21,41).

Bacterial growth on cellulose differs from that on cellobiose
by the necessity for bacteria first to adhere on the substrate and
second to degrade it into soluble sugars. Thus both substrate
limitation and substrate-sufficient periods could be encoun­
tered by bacteria, and so the carbon fiow on a cellulose batch
culture couId be somewhere between that associated with car­
bon limitation when bacteria are released and that associated
with carbon-sufficient conditions when bacteria have adhered
to cellulose fibers.

The aim of the present work was to investigate how C.
celiulolyticum managed the abundance of insoluble substrate
and to see whether or not the previous observations of cello­
biose (15, 17-20, 34) were typical of bacterial behavior on
cellulose. Taking into account previous considerations, this
investigation on the metabolism and cellulolytic performance
of C. celiulolyticum in batch fermentations was performed with
controlled pH and using a minerai salt-based medium, which is
more representative of the natural ecosystem of the bacterium.
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And the equation for the conversion to lactate is

RESULTS

n hexose + (3n - 3) ADP + (3n - 3) Pi + 2n NADH -+ 2n ethanol + 2n H2

+ 2n CO2 + (3n - 3) ATP + 2n NAD + (2)

(1)+ 2n CO2 + (Sn - 3) ATP + 2n NADH

The equation for the conversion to ethanol is

The energetic yield of biomass (YATP) was estimated from acetate, ethanol,
and lactate concentrations. From equation 1, when a molecule of acetate was
formed, (Sn - 3)12n molecules of ATP were produced. For example, if n = 1
(glucose), then 2 acetate Molecules and 2 ATP molecules are produced, i.e., 1
ATP Molecule pel' acetate molecule; if n = 2 (cellobiose), 4 acetate Molecules
and 7 ATP Molecules are produced, i.e., 1.75 ATP Molecules pel' acetate mol­
ecule; if n = 3 (cellotriose), 6 acetate molecules and 12 ATP Molecules are
produced, i.e., 2 ATP molecules pel' acetate molecule. From equations 2 and 3,
when a Molecule of ethanol or lactate was formed, (3n - 3)/2n ATP Molecules
were produced. For example, if n = 1, no ATP molecules and either 2 ethanol
Molecules or 2 lactate Molecules are produced, i.e., 0 ATP Molecules pel' ethanol
or lactate Molecule; if n = 2, 3 ATP Molecules and either 4 ethanol Molecules or
4 lactate Molecules are produced, i.e., 0.75 Molecules of ATP pel' ethanol or
lactate Molecule; if n = 3,6 ATP Molecules and either 6 ethanol Molecules or 6
lactate Molecules are produced, i.e., 1 ATP Molecule pel' ethanol Or lactate
Molecule. So from n = 1 to 7 averages of 1.94 ATP molecules pel' acetate
Molecule and 0.94 ATP Molecules pel' ethanol or lactate Molecule were found
and YATP was estimated as follows: YATP = biomass concn/(1.94 concnacClale +
0.94 cOnCnelhanol + 0.94 conCntactale) where concn stands for concentration and
YATP is expressed in grams of cells pel' mole of ATP produced.

The molar growth yield, YXJS, is expressed in grams of cells pel' mole of hexose
fermented. The qhexose is the specific rate of anhydroglucose residue fermented
in millimoles per gram of cells per hour. qacetate, qethanolJ qlactate, qhydrogen' and
qcaroon d;o>ude are the specific rates of product formation in millimoles pel' gram
of cells pel' hour. Extracellular qwruvate is the specific rate of extracellular pyru­
vate formation in micromoles pel' grams of cells pel' hour. The specific produc­
tion or utilization rates were the derivatives of the time course plots.

n hexose + (3n - 3) ADP + (3n - 3) P, -+ 2n lactate + (3n - 3) ATP (3)

n hexose + (Sn - 3) ADP + (Sn - 3) P, + 2n NAD+ -+ 2n acetate + 2n H2

were formed from one Molecule of soluble (3.glucan (n) (1 Sn S 7) according
to the model of Strobel (44), (iii) the net ATP formation from glucose to
pyruvate via the Embden-Meyerhof-Parnas (EMP) pathway was two Molecules
of ATP, (iv) a balance of three molecules of ATP was produced by the EMP
pathway from glucose-1.phosphate, (v) there was production of two extra ATP
molecules pel' hexose equivalent by acetate kinase, (vi) two NAD + molecules pel'
hexose eq were reduced by GAPDH (glyceraldehyde-3-phosphate dehydroge­
nase), (vii) two molecules of NAD+ pel' hexose eq were formed by the lactate
dehydrogenase, and (viii) four Molecules of NADH pel' hexose eq were reoxi·
dized by acetaldehyde dehydrogenase and alcohol dehydrogenase. Then the
cellulose conversion can be written as a general equation as follows. The equa­
tion for the conversion to acetate is

Cellulose degradation by C. cellulolyticum in batch cultures.
C. cellulolyticum was grown in batch culture on synthetic me­
dium at pH 7.2 with seven concentrations of cellulose MN301:
5.6, 14.8, 24.1, 41.4, 78.4, 116.7, and 179.6 mM, expressed as
hexose eq, Le., 0.9, 2.4, 3.9, 6.7, 12.7, 18.9, and 29.1 g of
cellulose liter-I, respectively. The percentage of solubilized
cellulose within 120 h as a function of the initial cellulose
concentration was determined (Fig. 2), and it was found that
around 91% degradation was achieved with less than 3.9 g of
initial cellulose liter-I, but this percentage dropped and
reached 21% with the highest cellulose concentration. Such a
decrease indicated that approximately the same amount of
cellulose was hydrolyzed so that cellulolysis performances were
close to their maximum at and above 3.9 g of cellulose added
liter- 1

• In fact, the maximum dry weight of cells increased with
initial cellulose amount, and above 6.7 g liter- 1 it remained
quite constant around 575 mg liter- 1 (Fig. 2). The maximum
rate of cellulose degradation measured in the course of each
fermentation paralleled the maximum cell dry weight and
reached about 1.5 X 10-3 g liter- 1 min-1 at and above 6.7 g of

MATERIALS AND METHODS

Chemicals. Ail chemicals were of highest·purity analytical grade. Unless men­
tioned otherwise, commercial reagents, enzymes, and coenzymes were supplied
from Sigma Chemical Co., St. Louis, Mo. AIl gases used were purchased from
Air Liquide, Paris, France.

Organism and medium. C. cellu/o/yticum ATCC 35319 was isolated from
decayed grass by Petitdemange et al. (36). Stocks of spores from the original
isolation, stored at 4°C, were heated to 80·C for 10 min and inoculated on
cellulose medium (28,51). Cells were subcultured once on cellobiose or cellulose
before transfer and growth in a bioreactor as previously described (lS). The
anaerobic culture technique used was that proposed by Hungate (23) as modified
by Bryant (6).

The defined medium used in ail experiments was a modified CM3 medium as
described previously by Guedon et al. (18). This medium contained cellobiose or
cellulose MN301 (formerly MN300; Macherey·Nagel, Düren, Germany) in var­
ious amounts as specified in Results.

Growth conditions. C. cellu/o/yticum was grown in batch culture with cellobiose
or cellulose as the sole carbon and energy source as previously described by
Guedon et al. (lS). Bacteria were cultured aseptically in a 2-liter bioreactor (LSL
Biolafitte, St. Germain en Laye, France) with a 1.5-liter working volume. The
temperature was maintained at 34°C, and the pH was controlled at 7.2 by
automatic addition of 3 N NaOH. Agitation was kept constant at 50 rpm. The
inoculum was 10% by volume from an exponentially growing culture. Cellulose
bioreactors were connected to a gasometer filled with a saturated NaCI·water
solution and acidified at pH 1.0 with HzSO. to prevent gas dissolution as de·
scribed by Pollack (38). AIl tubing was made of Viton to preserve the anoxic
condition of the cell culture.

Analytical procedures. Cell growth on cellobiose was monitored spectropho­
tometrically at 600 nm and calibrated against cell dry weight measurement as
previously described (18). On cellulose, biomass was estimated by bacterial
protein measurement (33). From bacteria growing on cellobiose a cell dry
weight-protein correlation was established, and this correlation was assumed to
be the same for cells grown on particulate cellulose. Protein was measured by a
modification of the Bradford dye method (5) as follows. A sample (30 ml) was
centrifuged (S,OOO x g for 15 min at 4°C) and washed twice with 0.9% (wt/vol)
NaCI. The pellet was resuspended in 2 ml of 0.2 N NaOH, and this suspension
was placed in a boiling water bath for 10 min (50). After cooling, the hydrolyzed
sample was centrifuged as described above and the supernatant was diluted in 0.2
N NaOH as weil as crystalline bovine serum albumin, which was used as the
standard. The protein concentration was then estimated using the Coomassie
brilliant blue reagent and reading the absorbance at 595 nm.

Cellulose concentration was determined as described by Huang and Forsberg
(22). Residual cellulose was washed using acetic acid·nitric acid reagent and
water to achieve removal of noncellulosic materials as described by Updegraff
(46). Cellulose was then quantified by using the phenol·sulfuric acid method (S,
9) with glucose as the standard. Equivalent anhydroglucose was used for calcu­
lation.

The relative crystallinity index of the cellulose was determined as described by
Shi and Weimer (43) following a technique that removed adherent microbial
cells and prevented the recrystallization of the cellulose (26).

Hydrogen and carbon dioxide were analyzed on agas chromatography unit as
previously described (19). Gases dissolved in the culture medium were liberated
using concentrated sulfuric acid as described by Freier et al. (12).

Culture supernatants (10,000 X g, 15 min, 4°C) were stored at -SO°C until they
were analyzed. The reducing sugar concentration was deterrnined by a colori.
metric ferricyanide method (32) using glucose as the standard. Glucose was
assayed enzymatically using glucose oxidase and peroxidase, with o-dianisidine as
a chromophore.

Acetate, ethanol, lactate, and succinate levels were determined using the
appropriate enzyme kits (Boehringer Mannheim, Meylan, France).

Extracellular pyruvate was assayed enzymatically by fiuorometric detection of
NADH as previously described (lS).

Total cellulase activity was based on the avicelase determination method
described by Wood and Bhat (52). Incubation was performed at 34°C in 25 mM
phosphate buffer (pH 7.2) using cellulose MN301 as the substrate. Liberation of
reducing sugars was measured by the method of Miller (30) with glucose as the
standard. One unit of total cellulase activity was defined as the amount of enzyme
which released 1 ....mol of reducing sugar pel' min.

AIl experiments were carried out in triplicate and repeated if experimental
variation exceeded 10%.

CaIculations. The main products of cellulose fermentation by C. cellu/o/yticum
were acetate, ethanol, lactate, Hz, and COz (see Results). Balance equations
were established taking into account previous investigations (20, 34) and corn­
piled in Fig. 1. Since cellodextrins are water·soluble (3-1,4 oligomers of glucose
with degrees of polymerization (n) between 2 and 7 (35) it was assumed that
carbohydrates from glucose to celloheptaose could potentially be incorporated
by bacteria. The cellulose fermented into products that can then be expressed as
n hexose equivalents (hexose eq), which correspond to the glucose residue inside
the cellulose chain. As specified in the scheme of cellulose catabolism (Fig. 1), it
was assumed that (i) two ATP molecules were consumed for the transport system
(42), (ii) one molecule of glucose and (n - 1) Molecules of glucose-1-phosphate
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FIG. 1. Scheme of the catabolism of cellulose by C. ce/lu/olyticum. Total cellulase activity liberated soluble l3-glucans (n, the number of hexose residues inside the
polymer) (Le., 1 $ n $ 7), which were then incorporated and metabolized by bacteria. 1, cellodextrin phosphorylase (EC 2.4.1.49); 2, cellobiose phosphorylase (EC
2.4.1.20); 3, glucokinase (EC 2.7.1.2); 4, phosphoglucomutase (EC 5.4.2.2); 5, L-lactate dehydrogenase (EC 1.1.1.27); 6, pyruvate-fd oxidoreductase (EC 1.2.7.1); 7,
hydrogenase (EC 1.18.99.1); 8, NADH-fd reductase (EC 1.18.1.3); 9, phosphotransacetylase (EC 2.3.1.8); 10, acetate kinase (EC 2.7.2.1); 11, acetaldehyde dehydro­
genase (EC 1.2.1.10); 12, A1cohol dehydrogenase (EC 1.1.1.1). CoA-SH, coenzyme A; ox, oxidized; red, reduced. Fd, ferredoxin.
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FIG. 3. Kinetics of cellulose consumption (al and cellulase activity in the
pellet (bl and in the culture supernatant (cl during batch fermentation of C.
cellulolyticum on cellulose at various initial concentrations.

to a release of the cellulase system and of cellulolytic bacteria
due to an excess with respect to the number of cellulose par­
ticles_ These data are in agreement with the model of tight
adhesion of the cellulosome as well as bacteria to cellulose
fibers as the primary event required in the efficient degradation
and growth on insoluble substrates (2, 3).

Accumulation of soluble sugars occurred only after growth
ceased (data not shown) but remained limited. At 120 h, with
29.1 g of initial cellulose liter-\ 126 mg ofreducing sugars and
15 mg of glucose liter-l, corresponding to 0.55 and 0.06% of
the remaining cellulose, respectively, were detected; with 6.7 g
of cellulose liter-I, the reducing sugars (77 mg liter- l) and
glucose (12 mg IiteC I

) represented 5.83 and 0.91% of the
remaining cellulose, respectively.
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FIG. 2. The percentage of solubilized cellulose ., maximum biomass 0, and
maximum rate of cellulose degradation • reached within 120 h of batch fermen­
tation of C. cellulolyticum as a function of the initial cellulose concentration.

cellulose added liter- l. The rate of cellulose hydrolysis ap­
peared therefore to be related to biomass production, and this
partly explained why the percentage of degradation was re­
stricted above 3.9 g of cellulose added liter- l.

The kinetics of cellulose solubilization within 120 h of fer­
mentation showed similar patterns whatever the initial cellu­
lose concentration (Fig. 3a). Cellulose hydrolysis increased up
to 50 to 70 h and then began to slow down. From 0.9 to 3.9 g
of initial cellulose liter-l, the decrease of cellulose degradation
was due to an exhaustion of the cellulose, but above 6.7 g of
cellulose liter- l this slowdown was not correlated with the
cellulose depletion or a change in the crystalline structure of
the cellulose. For example, at the end of the fermentation with
6.7 g of initial cellulose liter-I, the relative crystallinity index
was 89.6 compared with 89.9 for the original cellulose MN301.
Consequently, residual cellulose was not enriched in its crys­
talline content in the course of the cell culture.

To understand the variation of cellulolysis, the total cellulase
activity during the fermentation was then examined. With in­
creasing initial cellulose concentration, the maximum of pellet­
associated cellulase activity, including cells with cellulosome
and free cellulosome adhered to cellulose fibers (2, 13, 14),
rose (Fig. 3b). A peak in activity was hit between 50 and 80 h,
and activity then decreased. During fermentations with initial
substrate concentrations higher than 12.7 g liter-I, the maxi­
mum cellulase activity in the pellet remained quite constant
around 4.4 X 10-2 lU ml- l and the later decline was slower
than with lower cellulose concentrations. In the supernatant,
the cellulase activity appeared after about 24 h and reached
higher values as the initial cellulose concentration increased
from 0.9 to 6.7 g of cellulose Iiter- l (Fig. 3c). Above 6.7 g of
initial cellulose liter-I, however, the previous upward trend
was reversed and little cellulase activity was measured in the
supernatant. At 120 h, about 90% of the total cellulase activity
was in the pellet with the highest initial substrate concentra­
tion, while with 6.7 g of cellulose liter- l up to 70% of the total
activity was in the supernatant. As the maximum degradation
rate and biomass production paralleled the maximum cellulase
activity in the pellet, the cellulose hydrolyzed was closely linked
to the degradative activity measured. Microscopic examination
at the end of the cultures revealed that most bacteria adhered
to the cellulose particles, but with initial carbohydrate concen­
trations less than 6.7 g liter- l many more celis were in the
supernatant (data not shown). So the variations in cellulose
solubilization in the course of fermentation could be attributed
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Metabolite production during batch cellulose fermentation.
With increasing amounts of substrate and within 120 h of
fermentation, the consumed cellulose concentration, expressed
as millimolar hexose eq, rose (Fig. 4a). Above 41.4 mM initial
cellulose (i.e., 6.7 g liter- I), the increase in the quantity of
consumed cellulose slowed down and the concentration

i i i
10 20 JO

Initiai cellulose (9 IIler'"1)

FIG. 4. Maximum biomass and cellulose consumplion (a), metabolite con­
centrations (b and cl, and product ratio (d) obtained within 120 h of batch
culture of C. cel/ulolyticum as a function of the initial cellulose concentration. 0,
biomass; +, consumed cellulose as hexose eq; ., ethanol; 0, acetate; e, H2; 0,
CO2; "', lactate; /';, extracellular pyruvate; X, ethanoVacetate ratio; +, H,/C02
ratio.

reached 36.8 mM with 179.6 mM initial cellulose (i.e., 29.1 g
liter- I). The production of biomass paralleled the amount of
hexose eq consumed. Substrate limitation or inhibition by fer­
mentation products could not explain growth aITest since the
same culture, when reinoculated, allowed further growth of a
new cell inoculum (see Fig. 6aII).

On cellulose, as previously observed with cellobiose (18-20),
acetate, ethanol, lactate, hydrogen, and carbon dioxide were
the primary metabolic end products and no succinate was de­
tected. The finallevels of Hz, COz, acetate, and ethanol mea­
sured in the course of each fermentation increased linearly
with cellulose added (Fig. 4b). But beyond 41.4 mM initial
cellulose (i.e., 6.7 g liter- I) and up to the highest cellulose
concentration, ethanol concentration decreased continuously
from 24.0 to 5.6 mM. The total production of COz and acetate
decreased sharply from 41.4 to 78.4 mM initial cellulose (i.e.,
6.7 to 12.7 g liter-\ respectively) and was quite constant above
78.4 mM. Hz production decreased as weil, but moderately,
since it was 68.6 mM with 41.4 mM initial cellulose (i.e., 6.7 g
liter- I) and 58.9 mM with 179.6 mM initial cellulose (i.e.,
29.1 g of cellulose liter- I). Conversely, the final lactate con­
centration was low (Jess than 1.9 mM) but increased as soon as
the initial substrate concentration was 41.4 mM (i.e., 6.7 g
liter- I) and reached 32.4 mM with 179.6 mM initial cellulose
(i.e., 29.1 g liter- I) (Fig. 4c). In the same way, the maximum
extracellular pyruvate concentration rose sharply as soon as
lactate was produced. With 41.4 mM initial cellulose (i.e., 6.7 g
liter- I) the maximum extracellular pyruvate concentration was
289 !-LM and reached 821 !-LM with 179.6 mM initial cellulose
(i.e., 29.1 g liter- I). From 5.6 to 41.4 mM initial cellulose (i.e.,
0.9 to 6.7 g liter-\ respectively), the ethanol-to-acetate ratio
increased until it reached 0.93 and then dropped with higher
initial carbohydrate concentrations added (Fig. 4d). These data
showed that biomass stagnation with cellulose concentrations
higher than 41.4 mM (Le., 6.7 g liter- I) was accompanied by a
change in metabolic flux. Carbon flow towards acetate and
ethanol dropped while lactate production rose, and a second
metabolic shift arose from ethanol-to-acetate formation. The
change in the upward trend of the ethanol-to-acetate ratio was
also paralleled by a reverse in the downward trend of the
Hz-to-COz ratio (Fig. 4d). This ratio, always higher than 1,
suggested that Hz was produced via NADH-feITedoxin (fd)
reductase and hydrogenase activities in addition to the pyru­
vate-fd oxidoreductase and hydrogenase activities (Fig. 1) (18­
20).

Kinetic analysis of fermentation products in batch culture
on cellulose. When C. cellulolyticum was grown in batch culture
on a defined medium with 179.6 mM initial cellulose (i.e.,
29.1 g of cellulose liter- I), the specific production rates of
acetate, ethanol, COz, and Hz accelerated during the first 60 h
after inoculation, and this acceleration was followed by de­
creasing specific production rates (Fig. Sa). During the first
60-h period, the specific rate of lactate production was almost
constant and low: around 0.07 mmol (g of cells)-I h- I (Fig.
Sb). The peak of extracellular pyruvate formation, i.e., 78.60
!-Lmol (g of cells)-I h-l, coincided with the start of lactate
production. The extracellular qpyruvate decreased continuously,
and pyruvate was consumed about 50 h after its maximum
production rate was reached. The increasing qlactate, with a
maximum of 1.17 mmol (g of cells) -1 h-l, cOITesponded to the
decrease in the specific rates of acetate, ethanol, COz, and Hz
production.

With bacterial fermentation on 24.1 mM initial cellulose
(i.e., 3.9 g liter- I), the specific production rates of acetate,
ethanol, COz, and Hz followed the same pattern as that pre­
viously described, but maximum specific rates attained were
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respectively.

higher and the later decelerating phase was more abrupt (Fig.
Sc). A similar increase of qlactate could be observed too (Fig.
5d). Yet after the maximum specifie rate of extracellular pyru­
vate formation was reached, pyruvate was consumed within
hours and lactate biosynthesis stopped. As a result, the specifie
production rates of lactate and extracellular pyruvate were
much lower than with a fermentation started at 179.6 mM
initial cellulose (i.e., 29.1 g liter- 1) since they reached maxi-

mum values of 0.14 mmol (g of cells) -1 h-1 and 30.59 fLmol (g
of cells)-1 h-I, respectively.

The maximum specifie growth rate (fLmax) obtained on cel­
lulose was one-third that for batch cellobiose fermentation
(Table 1). Whatever the initial cellulose concentration, the
fLmax was around 0.056 h-I, which corresponded to a genera­
tion time of 12.4 h. The maximum qhexose obtained on cellulose
was five times lower than that on cellobiose. The carbon flow

TABLE 1. Maximum values· of specifie rates of produet formation and eonsumption, of molar growth yield, and
of energetic yield of biomass obtained in the eourse of the bateh fermentations of C. cellulolyticum

Initial concn q value (mmol [g of cells]-l h- I) for:
Extracellular q vate YX/S ([g of cells] YATP ([g of cells][mM hexose eq (g liter-il] (f.Lmol [g of cellsj-1' h -1) f.Lmax (h- I) [mol of hexose eq]-I) [mol of ATP]-I)

of cellulose or cellobiose Hexose Ethanol Acetate Lactate

Cellulose
5.6 (0.9) 1.42 0.90 1.20 0.06 9.68 0.055 36.8 18.9
14.8 (2.4) 1.78 1.02 1.39 0.08 10.17 0.056 36.5 19.5
24.1 (3.9 1.93 1.43 1.68 0.14 30.59 0.057 35.7 21.2
41.4 (6.7) 1.99 1.51 1.79 0.40 49.35 0.056 34.7 22.8
78.4 (12.7) 2.06 1.09 1.61 0.58 80.38 0.057 25.5 12.4
116.07 (18.9) 2.13 0.98 1.58 0.74 81.45 0.055 25.9 13.8
179.6 (29.1) 2.19 0.97 1.51 1.17 78.60 0.056 25.6 13.3

Cellobiose
46.8 (8.0) 10.71 1.98 3.70 2.64 155.80 0.154 31.6 23.2

• Values are the averages of three different experiments and were determined with an average accuracy of :!: 10%.
b The values were the maximum ones encountered during the entire incubation time and were not calculated over the same period of time.
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entering into the cell increased with cellulose concentration
added but remained constant above 41.4 mM initial cellulose
(i.e., 6.7 g liter- 1

), whereas maximum qacetate and qethanol de­
creased. At and above 41.4 mM initial cellulose (i.e., 6.7 g
liter- 1

) the maximum qlactate continuously increased, while the
extracellular qpyruvate remained constant. On the average, the
specific rates of acetate, ethanol, lactate, and extracellular
pyruvate formation were at least twofold lower than on cello­
biose. With less than 41.4 mM initial cellulose (Le., 6.7 g
liter- 1

), the molar growth yields remained quite constant,
around 35.9 (g of cells) (mol of hexose)-l and were compara­
ble to that obtained on cellobiose. In this range of initial
cellulose concentrations, the same comparison could be done
concerning the energetic yield of biomass since YATP was about
20.6 (g of cells) (mol of ATP)-l compared to 23.2 (g of cells)
(mol of ATP)-l on cellobiose. Above 41.4 mM initial cellulose
(i.e., 6.7 g liter- 1

), YX/s and YATP dropped to about 25.7 (g of
cells) (mol of hexose)-l and 13.2 (g of cells) (mol of ATP)-t,
respectively. The decrease in Yx/s accompanied by that in
YATP suggested the existence of an uncoupling growth phe­
nomenon, namely, that sorne catabolized hexose and hence
ATP were not associated with biomass production.

Cellulose degradation in a bioreactor reinoculated with C.
cellulolyticum. With substrate concentrations higher than 6.7 g
of cellulose liter-t, cell growth was not limited by available
cellulose sites and the growth arrest of the seeding could be
explained by a carbon flow which led to an accumulation of an
intracellular inhibitory compound(s) (18). Indeed the rate of
cellulose catabolism apparently exceeded the rate of pyruvate

consumption, since pyruvate accumulated. Taking into account
this hypothesis, a reinoculation process to improve the degra­
dation of high cellulose concentrations was attempted. By this
process, when the cells entered the stationary phase (i.e., about
every 96 h), a new inoculum of C. cellulolyticum was introduced
into the bioreactor (Fig. 6). In this way, with 29.1 g of initial
cellulose liter- 1 (i.e., 179.6 mM cellulose) more than 95%
degradation occurred within 18 days (i.e., four reinoculations)
against 45% in classical batch fermentation. In the reinocu­
lated culture, the final concentrations of ethanol and acetate
were 65.6 and 90.5 mM, respectively (Fig. 6bII) compared to
11.4 and 40.6 mM, respectively, in classical culture (Fig. 6bI).
The final lactate concentration (77.3 mM), however, was lower
than that in classical batch culture (93.1 mM). A final cell dry
weight of 2,175 mg liter- 1 was reached with the reinoculation
process compared to about 580 mg liter- 1 with the classical
procedure (Fig. 6aI and 6aII). In classical batch fermentation,
once the stationary phase was reached, bacteria acted as rest­
ing cells (Fig. 6aI): cellulose was hydrolyzed, cell Iysis did not
occur within the remaining 14 days, and bacteria were cata­
bolically active since metabolites, mainly lactate, were pro­
duced. These data indicated that acetate and ethanol produc­
tion was associated with cell growth whereas lactate formation
paralleled growth inhibition. With the fourth inoculum, the
cellulose was not degraded further (Fig. 6aII). In fact, no
growth was observed, and, at this time, the cellulose concen­
tration was less than 2 g liter- 1

; the remaining cellulose was
certainly saturated with bacteria coming from the preceding
inocula, which were not able to initiate a new cell division and
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which did not allow adhesion and growth of cells from a new
inoculum. Thus such a reinoculation process allowed improved
maximum dry weight of cells, cellulose solubilization, and end
product concentrations.

DISCUSSION

Since the early studies of cellulose hydrolysis by C. cellulo­
lyticum, this microorganism has been considered a sluggish
cellulolytic bacterium (16, 37). It was described as taking half
a month to attain about 70% degradation with initial cellulose
concentrations lower than 7.6 g liter- 1 (16). Moreover, limita­
tion of cellulolysis was attributed to a change in cellulose struc­
ture, such as a progressive increase in the lattice crystallinity
due to the initial degradation through the cellulasic system. As
a result, the kinetics of cellulose degradation could be divided
into three distinct periods corresponding to three consecutive
enzymatic activity levels.

In the present study, cellulolytic performance of C. cellulo­
lyticum was improved, since with initial cellulose concentra­
tions less than 6.7 g liter- 1 more than 85% degradation oc­
curred in 5 days. A modification of the crystalline structure of
the substrate could not account for the slowdown in the cellu­
lose degradation rate. Changes in the distribution of the cel­
lulase activity (i.e., present on the cells or as a free cellulasic
system) between the cellulose fibers and the supernatant ex­
plain the slowing down in the cellulose solubilization during
the culture. Studies of the fermentation of different cellulose
structures by ruminaI cellulolytic bacteria indicated that the
available surface area was a more important determinant of
the digestion rate than the crystallinity of the cellulose (48,49).
Recent investigations of crystalline cellulose degradation by
the Clostridium thermocellum cellulosome showed that the
various cellulase factors acted in unison with a very efficient
synergism in which the influence of digestion time on the
crystallinity of the substrate was limited (4). In the present
investigation, the maximum generation time was greatly
reduced (i.e., 12.4 h versus the 24.0 h found by Giallo et al.
[16]) and primary metabolite production, i.e., of acetate, eth­
anol, and lactate, evolved differently (16). These differences
could be attributed to several modifications made in the
present study such as the use of a synthetic medium (19, 34),
the pH regulation in the course of fermentation (11), the
continuous stirring of the medium (12, 31), and the fact that
the cultures were carried out at atmospheric pressure without
accumulation of the fermentation gases inside the bioreactor
(12,27).

With initial cellulose concentrations lower than 41.4 mM
(i.e., 6.7 g liter- 1

), the more the cellulose was hydrolyzed the
less the cellulasic system could find new adherence sites on the
cellulose fibers. As the initial cellulose amount increased, the
biomass production increased and in turn the total culture
cellulase activity rose globally but more activity was measured
in the supernatant at the end of the fermentation. Since the
stationary phase occurred before cellulose was depleted, bio­
mass limitation was more probably due to a lack of available
adhesion sites on cellulose as bacteria grew (13,14). Thus, with
less than 41.4 mM cellulose (i.e., 6.7 g liter- 1

), cellulolysis was
limited by both the accessibility of the cellulasic system to
cellulose fibers and, as a result, the biomass concentration,
which depends on the quantity of soluble cellodextrins re­
leased. In this range of cellulose concentrations, the ethanol­
to-acetate ratio increased continuously towards 1 and concom­
itantly less H2 was produced. So H2 and ethanol production
may regulate the intracellular NADH/NAD+ ratio as a result
of a good control of the electron flow (18, 19). Likewise,

carbon flow appeared to be correctly regulated since pyruvate
overftow did not occur. Moreover, with increasing substrate
concentration the flux, which was first mainly directed to ace­
tate production, was partly reoriented to the ethanol pathway,
while little lactate was formed. YX/s and YATP values were
comparable to those obtained on cellobiose even though
qhexose was at least five times lower. In these conditions, cells
managed to optimize their growth on cellulose.

With higher initial cellulose concentrations, above 41.4 mM
(i.e., 6.7 g liter- 1

), the increase of lactate production concom­
itant with the decrease of acetate and (mainly) ethanol biosyn­
thesis showed the clear reorientation of the catabolism. The
change was paralleled by an increase in the H2/C02 ratio,
which suggested that the intracellular NADH/NAD+ ratio was
equilibrated through NADH-fd reductase and hydrogenase ac­
tivities, which may compensate for the decrease of ethanol
production (18-20). Moreover, cell dry weight did not increase,
and most of the total cellulase activity remained on cellulose
fibers. This biomass limitation could not be due to nutritional
restriction or inhibitory fermentation metabolites since new
cells reinoculated in the same culture were able to grow. The
presence of extracellular pyruvate, though, means that the rate
of cellulose catabolism exceeded the rate of pyruvate consump­
tion. In this range of cellulose concentrations, as previously
observed for cellobiose, these results suggest that the rate of
hexose catabolism could exceed the rate of pyruvate consump­
tion via pyruvate-fd oxidoreductase as weIl as anabolic path­
ways and may indicate that these enzymes are the rate-limiting
step (19,20). Values of YX/s and YATP were both lower than
values obtained with less than 41.4 mM initial cellulose (i.e.,
6.7 g liter- 1

), indicating that an uncoupling growth phenome­
non had occurred. Since this decrease also came with pyruvate
overftow accompanied by lactate production, growth inhibition
was certainly related to an accumulation of an intracellular
inhibitory compound(s) due to a deficient regulation of the
entering carbon, as suggested by results with cellobiose (18).
Even at high cellulose concentrations, however, lower specific
rates of product formation and consumption indicated that the
metabolism was not deregulated as much as it was on cellobi­
ose (Table 1).

Whatever the initial cellulose concentrations, low soluble
sugar concentrations were detected in the supernatant. These
results are in agreement with the concept that the depolymer­
ization of insoluble substrate to soluble cellodextrins limits
the cellulose fermentation (33). By estimating and comparing
qhexose as weIl as specific rates of product formation to those
obtained with cellobiose batch cultures, the present investiga­
tion provides further evidence that this concept is weIl
founded. As expected, the entering carbon flow and, as a re­
suIt, the specific production rates with insoluble cellulose were
lower than those with cellobiose, a soluble sugar. In addition,
extracellular pyruvate was reconsumed earlier at low initial
cellulose concentrations than at higher ones. These data
showed that the conversion of insoluble carbohydrate to solu­
ble cello-oligosaccharides was the rate-limiting step in cellu­
lose fermentation, but even so, pyruvate overftow could occur.

The results from the reinoculated culture clearly indicate
that the growth arrest observed in classical batch culture was
not due to high end product concentrations and was not in­
duced by signal molecules excreted by bacteria at a particular
cell density or growth phase (1, 10). The reinoculation process
may allow the bypassing of the cell density limitation, a priori,
due to self-intoxication of the cell with time, and may then
permit the further colonization of available sites on the cellu­
lose fibers and, as a result, an increased cellulose solubilization.

Even if at high carbohydrate concentrations cellulose catab-
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olism was similar ta that observed on cellobiose in sorne pre­
viously described aspects, it remained clearly different espe­
cially at low cellulose concentrations. In accordance with the
initial substrate concentrations used, great differences of prod­
uct concentrations as weil as of specifie production rates were
observed. In cellulose batch fermentations, the cells managed,
therefore, to efficiently regulate their metabolism by reorient­
ing the carbon and electron fiows. The higher values of specifie
rates of product formation and consumption obtained in cel­
lobiose batch cultures showed that metabolism was distorted
compared to that for a substrate more closely related to the
natural ecosystem of the bacterium.

Since the situation of a microorganism under natural condi­
tions is most probably somewhere between the closed batch
culture and the open continuous-culture system (24, 25), fur­
ther investigations with chemostats should allow a better un­
derstanding of the C. cellulolyticum behavior in its ecological
niche with its natural insoluble substrate, the cellulose.
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Dans cette étude, les conditions de cultures ont été nettement modifiées par rapport à celles

décrites précédemment (Giallo et a!., 1985) puisque les fermentations sont réalisées dans un

bioréacteur sur milieu synthétique et à pH régulé.

Le temps de génération a été amélioré puisqu'il est ici d'environ 12 h contre 24 h d'après Giallo

et al. (1985), il en va de même pour les performances cellulolytiques puisque avec moins de 6,7 g.I-1

de cellulose initiale 85% de la cellulose sont dégradés en 5 jours seulement. Par ailleurs, aucune

modification de la cristallinité du substrat n'a pu être observée au cours de la culture. La diminution de

la vitesse d'hydrolyse de la cellulose s'explique plutôt par une modification de la distribution de

l'activité cellulasique entre la cellulose et le surnageant de culture.

Avec une concentration initiale en cellulose inférieure à 6,7 gX1
, la croissance est limitée par le

substrat ou plus exactement par les sites d'adhésion accessibles sur les fibres de cellulose. Plus la

cellulose est hydrolysée moins les systèmes cellulasiques et les cellules peuvent trouver de nouveaux

sites d'adhésion sur la cellulose résiduelle. Ainsi une grande partie de l'activité cellulasique totale se

retrouve dans le surnageant en fin de fermentation et ne participe plus à la dégradation du substrat.

Dans cette gamme de concentration en cellulose, la cellule produit essentiellement de l'éthanol et de

l'acétate dont le rapport augmente continuellement vers 1 avec des concentrations en cellulose initiale

croissantes.

Avec des concentrations initiales en cellulose superieures à 6,7 gX1
, le pourcentage de

dégradation chute. La plus grande part de l'activité cellulasique reste associée à la cellulose et la

densité cellulaire maximale plafonne. Dans ces conditions le lactate et l'acétate sont les principaux

catabolites finaux de la fermentation et du pyruvate extracellulaire s'accumule dans le surnageant.

Bien que certains phénomènes métaboliques observés sur cellobiose puissent être transposés sur

cellulose des nuances existent en particulier au niveau des flux métaboliques qui sont globalement

plus faibles sur cellulose.

Le suivi des vitesses spécifiques de production montre qu'avec moins de 6,7 gX1 de cellulose

initiale, le pyruvate excrété dans le surnageant de culture est rapidement reconsommé alors qu'il

s'accumule lors de croissances avec plus de 6,7 gX1 de cellulose. Par analogie avec l'inhibition de

croissance de C/ostridium cellulolyticum observée en culture discontinue sur cellobiose comme seule

source de carbone et d'énergie (Guedon et a!., 1999a), l'arrêt de croissance sur cellulose semble

également être le résultat d'un flux carboné entrant élevé entraînant l'accumulation de composé(s)

intracellulaire(s) inhibiteur(s).

Les expériences de réinoculation de cultures discontinues montrent qu'avec des concentrations

en cellulose initiales supérieures à 6,7 gX1
, la population nouvellement introduite dans la culture est

103



Résultats

capable de développer une croissance indépendamment de la population initiale, tant que la surface

de la cellulose n'est pas saturée en bactéries. Ceci confirme que même sur cellulose, l'inhibition de

croissance est bien un phénomène d'auto-intoxication des cellules.

Malgré le débordement métabolique observé aux concentrations de cellulose supérieures à 6,7

g.I-1
, la cellulolyse doit toujours être considérée comme l'étape Iimitante de la fermentation puisque

les valeurs de flux carboné entrant sont nettement inférieures à celles obtenues sur cellobiose en

culture discontinue. De plus, la concentration en glucides solubles issus de la cellulolyse reste faible

contrairement à ce qui était observé par Giallo et al. (1983).
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Par comparaison avec les premières données obtenues sur cellulose (Giallo et al., 1983), les

performances cellulolytiques, le temps de génération et la production de métabolites primaires chez

C/ostridium ce//u/o/yticum ont été améliorés lors de l'étude précédente (Desvaux et al., 2000). Ces

différences sont probablement liées aux modifications des conditions expérimentales telles que

l'utilisation d'un milieu synthétique, la régulation du pH en cours de fermentation, l'agitation continue

du milieu de culture ou encore le fait que la culture soit effectuée à pression atmosphérique sans

accumulation des gaz issus de la fermentation.

Les premières études de Giallo et al. (1983) indiquaient que le pH n'avait aucune influence sur

l'inhibition de croissance. Pourtant, toutes les bactéries cellulolytiques anaérobies étudiées jusqu'à

présent sont sensibles à la diminution du pH du milieu de culture (Mourino et al., 2001 ; Russell et

Dombrowski, 1980 ; Russell et Wilson, 1996) et contrairement à ce qui était avancé par Giallo et al.

(1983), les différences métaboliques obtenues pourraient être largement imputables à la régulation du

pH. Par ailleurs, l'ensemble de ces études a été réalisé sur des glucides solubles censés représenter

une croissance sur cellulose.

De fortes concentrations en acides organiques et par conséquent des pH relativement bas sont

généralement rencontrés dans les écosystèmes anaérobies de l'environnement (Goodwin et Zeikus,

1987 ; Ljungdahl et Eriksson, 1985). Tandis que l'effet de l'acidification du milieu de culture sur la

croissance des bactéries du rumen a été le sujet de nombreuses recherches (Russell et Diez-Gonzalez,

1998 ; Russell et Rychlik, 2001), très peu d'études ont été consacrées au métabolisme des c10stridia

cellulolytiques dans de telles conditions de culture (Duong et al., 1983 ; Russell et al., 1996 ; Mitchell,

1998).

Par ailleurs, dans son microbiotope naturel, qui est un système ouvert, le métabolisme d'une

bactérie se situe vraisemblablement entre un système de culture en continu qui est ouvert et un

système de culture discontinue qui est clos. Aussi, l'effet de l'acidification du milieu de culture sur

C/ostridium ce//u/o/yticum sera étudié en utilisant ces deux types de cultures afin de mieux cerner la

croissance et le catabolisme de la cellulose dans ces conditions.
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Les résultats de ce travail sont parus dans la revue Microbi%gy dans un article intitulé:

"Metabolic flux in cellulose batch and cellulose-fed continuous cultures of C/ostridium ce//u/o/yticum in

response to acidic environment." 2001, 147 : 1461-1471.
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Clostridium cellulolyticum, a nonruminal cellulolytic mesophilie bacterium, was
grown in batch and continuous cultures on cellulose using a chemieally defined
medium. In batch culture with unregulated pH, less cellulose degradation and
higher accumulation of soluble glucides were obtained compared to a culture
with the pH controlled at 7'2. The gain in cellulose degradation achieved with
pH control was offset by catabolite production rather than soluble sugar
accumulation. The pH-controlled condition improved biomass, ethanol and
acetate production, whereas maximum lactate and extracellular pyruvate
concentrations were lower than in the non-pH-controlled condition. In a
cellulose-fed chemostat at constant dilution rate and pH values ranging from
7'4 to 6'2, maximum cell density was obtained at pH 7'0. Environmental
acidification chiefly influenced biomass formation, since at pH 6'4 the dry
weight of cells was more than fourfold lower compared to that at pH 7-0,
whereas the specifie rate of cellulose assimilation decreased only from 11'74 to
10'13 milliequivalents of carbon (g cells)-' h-l, The molar growth yield and the
energetic growth yield did not decline as pH was lowered, and an abrupt
transition to washout was observed. Decreasing the pH induced a shift from an
acetate-ethanol fermentation to a lactate-ethanol fermentation. The
acetate/ethanol ratio decreased as the pH declined, reaching close to 1 at pH
6'4. Whatever the pH conditions, lactate dehydrogenase was always greatly in
excess. As pH decreased, both the biosynthesis and the catabolie efficiency of
the pyruvate-ferredoxin oxidoreductase declined, as indicated by the ratio of
the specifie enzyme activity to the specifie metabolic rate, which fell from 9·8
to 1'8. Thus a change of only 1 pH unit induced considerable metabolie change
and ended by washout at around pH 6'2. C. cellulolyticum appeared to be
similar to rumen cellulolytic bacteria in its sensitivity to acidie conditions.
Apparently, the cellulolytie anaerobes studied thus far do not thrive when the
pH drops below 6-0, suggesting that they evolved in environments where acid
tolerance was not required for successful competition with other mierobes.

Keywords: cellulolytic bacteria, flux analysis, environmental pH, cellulose degradation,
chemostat

INTRODUCTION

Biological degradation of cellulosic materials is signifi-

Abbreviations: AADH, acetaldehyde dehydrogenase; AK, acetate kinase;
ADH, alcohol dehydrogenase; ATP-Eff, efficiency of ATP generation; Fd,
ferredoxin; G1P, glucose l-phosphate; G6P, glucose 6-phosphate; LDH,
lactate dehydrogenase; meq C, milliequivalent of carbon; PFO, pyruvate­
ferredoxin oxidoreductase; PTA, phosphotransacetylase; R, ratio of
specifie enzyme activity to metabolic flux.
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cant in swamps, marshes, sediments, composts and
anaerobic waste treatment, and in the intestinal tracts of
herbivorous animaIs and insects (Ljungdahl & Eriksson,
1985). Within the biosphere, cellulolytic clostridia par­
ticipate significantly in this process (Bayer & Lamed,
1992; Leschine, 1995; Tomme et al., 1995), which is
strongly linked to the global carbon cycle (Wolin &
Miller, 1987).

High concentrations of fermentation acids and, as a

1461

107



M. DESVAUX, E. GUEDON and H. PETITDEMANGE

result, low pH conditions are often found in anaerobic
habitats (Ljungdahl & Eriksson, 1985; Goodwin &
Zeikus, 1987). Yet due to their particular pattern of
intracellular pH regulation (Huang et al., 1985) com­
pared with other low-G +C Gram-positive anaerobes,
mainly the so-called lactic acid bacteria, the clostridial­
type bacteria are generally considered as restricted to
less acidic ecological niches (Russell et al., 1996).

Cellulolytic clostridia digest cellulose through extra­
cellular multienzyme complexes (Béguin & Lemaire,
1996; Bayer et al., 1998). These cellulosomes are found
at the surface of the bacteria and allow both cell
adhesion to cellulose fibres (Bayer et al., 1996) and very
efficient degradative activity against crystalline cellulose
due to a high synergism of the different cellulase
components (Boisset et al., 1999).

Clostridium cellulolyticum is a low-G +C Gram-posi­
tive nonruminal cellulolytic mesophilic bacterium be­
longing to the clostridial group III, and also classified in
family 4, genus 2, of a new proposed hierarchical
structure for clostridia (Collins et al., 1994). Using
cellobiose, a soluble substrate, several advances in
understanding of the metabolism of this bacterium have
been made, such as (i) a better control of catabolism in
a mineraI salt-based medium (Payot et al., 1998; Guedon
et al., 1999b), (ii) recognition of major differences
in regulatory responses in cellobiose-limited and
cellobiose-saturated chemostat cultures (Guedon et al.,
2000b), and (iii) the importance of glucose 6-phosphate
(G6P) and glucose 1-phosphate (G1P) nodes in regu­
lation of metabolic fluxes (Guedon et al., 2000a). Earlier
investigations using cellulose have been mainly devoted
to cellulolytic performance and bacterial behaviour
towards insoluble substrates (Giallo et al., 1985;
Gelhaye et al., 1993a, b). A few studies, however, have
focused on the metabolism of this bacterium on cellu­
lose: recent investigation of cellulose fermentation
performed in batch culture (Desvaux et al., 2000)
indicated (i) variation of metabolite yields as a function
of initial cellulose concentration, and (ii) an early growth
inhibition related to pyruvate overflow as with cello­
biose (Guedon et al., 1999a). A study in a cellulose­
limited chemostat indicated that bacterial metabolism
was not as distorted as with cellobiose and C. cellulo­
lyticum appeared weil adapted to a cellulolytic lifestyle
(Desvaux et al., 2001).

Whereas the effects of acidic conditions on the growth of
cellulolytic rumen bacteria have been the subject of
considerable research (Russell & Dombrowski, 1980;
Kalachniuk et al., 1994; Russell & Wilson, 1996; Russell
& Diez-Gonzalez, 1998), little is known of how these
conditions affect the metabolism of cellulolytic clostridia
(Duong et al., 1983; Mitchell, 1998). The aim of the
present work was to investigate the cellulose degra­
dation and metabolic changes of C. cellulolyticum on
insoluble cellulose caused by environmental pH con­
ditions. 5ince conditions in natural environments most
likely resemble those somewhere between a closed batch
culture and an open continuous culture system
(Kovârovâ-Kovar & Egli, 1998), both types of culture
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systems were used to study the effects of pH on growth
and metabolism of C. cellulolyticum.

METH005

Organism and medium. Clostridium cellulolyticum ATCC
35319 was isolated from decayed grass by Petitdemange et al.
(1984). Germination of stocks of spores and anaerobic cell
culture were performed as described by Desvaux et al. (2000).
The defined medium used in ail experiments was a modified
CM3 medium as described by Guedon et al. (1999a) containing
various amounts of cellulose MN301 (Macherey-Nagel) as
specified in Results.
Growth conditions. Clostridium cellulolyticum was grown
either in batch or in continuous culture with cellulose as sole
carbon and energy source. Ali experiments were performed in
a 1'51 working volume fermenter (LSL Biolafitte) as previously
described (Guedon et al., 1999a, b); the temperature was
maintained at 34 oC and the pH was controlled by automatic
addition of 3 M NaOH or 1 M HCI as specified in Results.
The inoculum was 10 % (vIv) from an exponentially growing
culture.
Batch cultures were prepared as previously described
(Desvaux et al., 2000). The chemostat system used was a
segmented gas-liquid continuous culture device as described
by Weimer et al. (1991b) with sorne modifications (Desvaux et
al., 2001). The cultures were maintained for a period of eight
ta nine residence times (Desvaux et al., 2001); for each
condition the data were the mean of at least three samples.
Analytical procedures. Biomass, cellulose concentration,
gases, extracellular proteins, amino acids, glucose, soluble
cellodextrins, glycogen, acetate, ethanol and lactate extra­
cellular pyruvate were assayed as described by Desvaux et al.
(2001). Pyridine nucleotides, coenzyme A (CoA), acetyl-CoA,
G1P and G6P were extracted and f1uorimetric determination
performed as previously described (Desvaux et al., 2001). ATP
and ADP were measured using the luciferin-luciferase
luminescence system (Microbial Biomass Test Kit, Celsis
Lumac) (Guedon et al., 2000a).
Enzyme assays. Cell extracts were prepared and enzyme
assays performed as previously described (Guedon et al.,
2000a). Pyruvate-ferredoxin (Fd) oxidoreductase (PFO) (EC
1. 2.7.1), lactate dehydrogenase (LDH) (EC 1.1. 1. 27),
phosphotransacetylase (PTA) (EC 2.3.1. 8), acetate kinase
(AK) (EC 2.7.2.1), acetaldehyde dehydrogenase (AADH)
(EC 1.2.1.10) and alcohol dehydrogenase (ADH) (EC
1.1.1.1) were assayed as described by Desvaux et al. (2001).

Calculations and carbon flux analysis. The metabolic path­
ways and equations of cellulose fermentation by C. cellulo­
lyticum, expressed as n hexose equivalents (hexose eq)
corresponding to n glucose residues of the cellulose chain,
were previously reported (Desvaux et al., 2000).

The qcellulose is the specifie rate of hexose residue fermented in
mmol (g cellst1 h-1

• qaeetate' qelhanol and q,aetate are the specifie
rates of product formation in mmol (g cellst1 h-1

•

qext",eellular pyruvate is the specifie rate of extracellular pyruvate
formation in ~mol (g cellst1 h-1

• qNADHprodueed and
qNADHeonsumed are the specifie rates of NADH production and
NADH consumption respectively in mmol (g cells)-l h-1

and were calculated as follows: qNADH produeed = qpyruvate and
qNADH eonsumed = 2 qethanol +q,aetate' The specifie rate of acid
production (O'Sullivan & Condon, 1999), was calculated as
follows: qH+ = qaeetate + q,aetate +qextraeellular pyruvate'

The molar growth yield (Y.ts ) is expressed in g cells (mol
hexose eq fermentedt 1

• The energetic yield of biomass (YATP)
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Fig. 1. Carbon flux distribution within the central metabolic pathways of C. cellulolyticum when grown on cellulosic
substrate (n is the number of hexose residues inside the biopolymer). Carbon flow corresponds to the equations given in
Methods.

was (Desvaux et al., 2000): YATP = concnb,om...!(1·94
concnaeetale + 0'94 concneth,nOI + 0'94 concnlaetale + 0'94
concnextraeellular p,ruvate)' YATP is expressed in g cells (mole ATP
producedt1

• qATP is the specifie rate of ATP generation in
mmol (g cells)-l h-I, calculated by the following equation
(Desvaux et al., 2000): qATP = 1'94 q,eetate +0'94 qethannl +
0'94 ql,elate + 0·94 qextraeellular p,ruvate' The energetic efficiency
(ATP-Eff) corresponding to the ATP generation in cellulose
catabolism is given by the ratio of qATP to qeellulose (Miyagi
et al., 1994).

Distribution of the carbon flow by stoichiometric flux analysis
(Papoutsakis, 1984; Desai et al., 1999a, b) was determined by
adapting the mode! developed by Holms (1996) to C.
cellulolyticum metabolism (Desvaux et al., 2001).

At steady state, the carbon flux through each enzyme of
the known metabolic pathway, as indicated in Fig. 1,
was calculated in milliequivalents of carbon (meq C)
(g cells)-l h-I, as follows:

qG1P = 0·63 qeellulose

qglueOse = 0·37 qeellulose

Qbl0Synthests = Qblomass - qglycogen + qamino acld + qextracellular proteln

QG6P = qbiosynthesis +qpyruvate

qphosphoglucomutase = qa6P - qglucose

qexopolysaccharldc = qGIP - qphosphoglucomutase - qglycogen

qacetyl.COA = qacetate +qethanOl

qcarbon dloxlde = (qacetate + qethanot) /2

qpyruvate =
qacetate + qethanol + q lactate + qextracellular pyruvate + qcarbon dioxide

The turnover of a pool (h-1
) was calculated from specifie rate

and pool size expressed in moles or in carbon equivalents
(Holms, 1996). The ratio R corresponded to the ratio of
specifie enzyme activity to metabolic flux (Holms, 1996;
Desvaux et al., 2001).

RESULTS

Kinetic profile in batch cellulose fermentation

C. cellulolyticum was grown in a bioreactor on defined
medium with 6'7 g cellulose 1-1 under non-pH-con­
trolled and pH-controlled conditions (Fig. 2). In the
non-pH-controlled run, the pH dropped to 5'3 after 6 d
culture (Fig. 2Ia). Compared ta the batch culture
controlled at pH 7'2, the final biomass attained in the
non-pH-controlled condition was lower, as was the
percentage of cellulose degradation, which reached
67 %, as against 86 % in the pH-controlled fermentation
(Figs 2Ib and 2IIb). The maximum specifie growth rate,
however, was similar in non-pH-controlled and pH­
controlled batch culture, i.e. 0·053 and 0·056 h-1 re­
spectively.

The metabolite production profiles were c1early different
in the two fermentation modes (Fig. 2Ie and 2IIc). With
pH regulation, higher finallevels of acetate and ethanol
were reached, whereas the lactate and extracellular
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Fig. 2. pH variation (a). growth and residual cellulose concentration (b). metabolite concentrations (c). and soluble
glucide accumulation (d) during cellulose batch fermentation without (1) and with (II) pH control. "f'. pH; O. cellulose; ••
biomass; D. acetate; ~. ethanol; t:,. lactate; •• extracellular pyruvate; \7. glucose; •• cellobiose; 0, cellotriose.

pyruvate concentrations attained in the course of fer­
mentation were higher in a non-pH-controlled run.
Moreover, with the pH controlled at 7.2, pyruvate was
reconsumed in the course of the fermentation more
rapidly than without pH control. Thus once growth
stopped, biocatabolic activity of cells ceased in the non­
pH-controlled culture whereas in the pH-controlled
condition the degraded cellulose was further metab­
olized by resting cells.

The kinetic profile for individual soluble glucide ac­
cumulation indicated that it was a non-growth­
associated event (Figs 2Id and 2IId). A higher level of
soluble cello-oligosaccharides was achieved in fermen­
tation without pH control: up to 1·56 mM cellobiose
was detected as weil as 0·36 mM cellotriose. With pH
control, the sugar level in the broth medium was very
limited since only 0·16 mM cellobiose was found and no
cellotriose could be detecred. In both culture conditions,

longer cellodextrins could not be detected either by
HPLC or by TLC techniques. Inasmuch as cellulose was
degraded to a greater extent in the pH-controlled
culture, the difference in accumulation of sugars may
reflect a difference in the cellulose substrate, e.g. its
surface area (Weimer et al., 1990, 1991a; Fields &
Russell, 2000), at the time cultures entered stationary
phase, and/or differences in metabolism of stationary­
phase cells.

Effect of pH on the growth and metabolite
production of C. cel/ulolyticum in cellulose
continuous culture

Growth parameters, notably end products measured at
each steady state, as a function of the pH value are
compiled in Table 1. C. cellulolyticum was grown in
continuous culture under cellulose-limited conditions
and at a constant dilution rate of 0·053 h-1 with pH
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Table 1. Fermentation parameters from continuous steady-state cultures of
C. cellulolyticum as a function of environmental pH at D = 0·053 h-1

The cellulose input was 0·37% (w/v). Values are the means of samples at steady state and are
shown ±standard deviation where appropriate. Where no standard deviation is given, individual
values did not vary from the mean by more than 10 %.

Parameter Results obtained at pH value of

7·0 6·8 6·4

Biomass (g 1-1) 0·129±0·011 0'207±0'018 0·234±0·021 0'164±0'014 0·056±0·005
Cellulose consumed 4·75±0·22 7-46±0'38 8·14±0-41 5-31 ±0·25 1·79±0·09

(mM hexose eq)
qcellulose [mmol (g cellst l h- I

] 1-95 1·91 1-84 1'71 1-69
qpy,"vate [mmol (g cellst l h-I

] 2'76 2-63 2-46 2-31 2'18

Product yield (%r
Acetate 70·3 68·11 67-2 62-3 47·7
Ethanol 29·3 30·4 30'8 33'4 44-8
Lactate 0·5 1'5 2·0 4-4 7'5

qextracellular pyruvate 3·91 9·47 7-29 13-90 32-42
[limoi (g cellst l h- I

]

Glycogen [mg (g cellstl
] 91·5 ±2-6 96·8±2-9 107·3±4·0 78'8±2-3 62·7±l-7

Extracellular proteins (mg 1-1) 1l-3±0'7 18·5 ±0'9 18·2±0·8 15-4±0·6 4'0±0'3
Free amino acids (mg 1-1) 33'4± 1-6 63'3±3-6 62-9±4·0 47'1±2'1 13-9±0·8
Carbon recovery (%) 94'7 94·2 92-3 95-3 91-4

,. The product yields were expressed as percentages of qpyruvate'
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values ranging from 7'4 to 6'4. The primary metabolic
end products of the cellulose fermentation were acetate,
ethanol, lactate, H 2 and CO 2 • In addition ta carbon
conversion into biomass, amino acids and extracellular
proteins were also detected in the supernatant (Table 1).
Exopolysaccharides were readily observable by micro-
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Fig. 4. Specifie production rate (a) and product ratio (b) during
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Table 2. Redox and energetic balance of C. cellulolyticum cells at steady state

Parameter Results obtained at pH value of

H 7-2 7·0 6·8 6·4

NADH [ilmo! (g cellst' ] 4-75±0'85 4'68±0'90 4'90±0'97 5-26±1'02 5-93±1-14
NAD+ [ilmol (g cellst ' ] 11-31 ±2-22 12'01 ±2-36 1HO±2.25 1l-22±2'17 11-69±2-33
NADH/NAD+ ratio 0'42 0'39 0'43 0·47 0'51

qNADH produced [mmol (g cells)-l h-1
] 2'76 2-63 2-46 2-31 2'18

qNADH used [mmol (g cellS)-l h-1
] 1-63 1-64 1·56 1-64 2'11

qNADH producedlqNADH used ratio 1-69 1-61 1·57 Hl 1·03
Pool ATP+ADP [ilmol (g cells)-l] 5·13 4'79 5-39 5-92 6'11
ATP/ ADP ratio 0'50 0'46 0'43 0·39 0·34
qATP [mmol (g cells)-l h-1] 4-53 4-26 3·97 3·61 3·08
ATP-Eff* 2-32 2-23 2'15 2'10 1-82

*ATP-Eff is the ATP generation efficiency.

Table 3. Estimation of carbon flow based on the steady-state values from a cellulose chemostat of C. cellulolyticum at
D = 0·053 h-1 as a function of environmental pH

Carbon flow was calculated as specified in Methods. See Fig. 1 for the metabolic pathways. The values are expressed both as meq C
(g cellst ' h-1 and, in parentheses, as a percentage of the specifie rate of cellulose consumed (qcellulose)'

Carbon flow

qcellU!OSe

qGIP

qglycogen

qexopolysaccharlde

qgluCOSe

qphosphoglucomutasc

qG6P

qextracellular pyruvate

qbiOSynthesiS

qpyruvate

qacetYI-COA

Qlactate

qco,
qethanol

qacctale

Results obtained at pH value of

H 7-2 7·0 6·8 6'4

11-74 (100'0) 11'46 (100'0) 11'04 (100'0) 10'56 (100'0) 10'13 (100'0)
7'39 (63-0) 7-22 (63-0) 6'95 (63'0) 6·65 (63-0) 6'38 (63'0)
0'18 (1'5) 0'19 (1'7) 0·21 (1-9) 0'16 (1'5) 0'12 (1-2)
0'41 (3'5) 0-42 (3'7) %0 (5'5) 0'51 (4'8) 0·63 (6'2)
4·35 (37'0) 4·24 (37'0) 4·09 (37'0) 3'91 (37'0) 3'75 (37'0)
6'80 (57'9) 6'60 (57.6) 6'14 (55-6) 5'99 (56'7) 5-63 (55'5)

11-15 (94'9) 10'85 (94'7) 10·23 (92'6) 9·90 (93'7) 9'38 (92-6)
0·01 (0'1) 0-03 (0'2) 0·02 (0'2) 0·04 (0'4) 0'10 (1'0)
2·84 (24'2) 2-94 (25'7) 2-84 (25'7) 2·92 (27'6) 2·78 (27-4)
8'31 (70'7) 7'90 (69'0) 7'39 (66'9) 6·98 (66'1) 6'60 (65-2)
5'50 (46'9) 5'17 (45'1) 4-81 (43'6) 4-43 (41-9) 4·01 (3%)
0·04 (0'3) 0·12 (1-0) 0'15 (1'4) 0·30 (2-9) 0'49 (4'8)
2'75 (23'4) 2·59 (22-6) 2-41 (21-8) 2-21 (21'0) 2·01 (19'8)
1-62 (13-8) 1-60 (13-9) 1'51 (13'7) 1'54 (14-6) 1·94 (19-2)
3'88 (33'1) 3'58 (31'2) 3'30 (29'9) 2-88 (27-3) 2·07 (20-4)

scopie examination but could not be measured as
previously described (Payot et al., 1998) due to the
significant interference with cellulose fibres leading to
erroneous estimation of their concentration. Taking
into account amino acids, proteins, fermentative end
products and biomass concentration, the carbon
balance ranged between 91'4 and 95'3% (Table 1).

As the pH was lowered from 7'4 ta 7-0, the dry weight of
cells increased (Fig. 3); with a further pH decline,
however, the cell density decreased and a steady state of
the culture could not be established at pH 6'2 since
washout occurred. Whatever the pH conditions, C.
cellulolyticum always left sorne cellulose undigested
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(Fig. 3). When the pH value was decreased from 7'4 ta
7'0, the percentage of cellulose degradation increased
from 20'6 to 34'2 % and then dropped to reach 7·3 % at
pH 6'4. Whereas C. cellulolyticum showed depressed
dry weight of cells at pH values higher than 7'0, the
observed cell yields (Yxtsl did not decline, even at a pH
value close to washour (Fig. 3); Yx/s increased from 27·1
to 31-3 g cells (mol ATP)-l between pH 7'4 and 6'4. The
energetic yield of biomass (YATP) changed in the same
way as Yx/s ; such a result means that approximately the
same amount of ATP was used for the process implicated
in cell growth regardless of the pH value.

In ail runs, acetate was the main fermentative end
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grown at the different pH values, continuously decreased
from 1·95 to 1'23 mmol (g cells)-l h-1 (Fig. 4a).

Redox and energetic balance in a cellulose-fed
chemostat at various pH values

The NADH balance calculated from the known meta­
bolic pathways producing and consuming reducing
equivalents, i.e. qNADH produced/qNADH used' continuously
decreased with pH from its value of 1·69 at pH 7'4 and
was approximately 1 at pH 6'4 (Table 2). Whereas
NAD+ molecules are reduced by glyceraldehyde 3­
phosphate dehydrogenase during ethanol, lactate or
acetate formation, only the ethanol and lactate pro­
duction pathways allow the regeneration of the NAD+
pool via dehydrogenase activities. Despite the apparent
imbalance at pH values higher than 6'4, the intracellular
NADH/NAD+ ratio was always lower than 1 (Table 2).
At pH values higher than 6'4, qlactate and qethanol were
then not sufficient to regenerate NADH to NAD+. This
result correlated with the H2/C02 ratios, which were
always higher than 1 (Fig. 4b), suggesting that low
lactate and ethanol production was balanced by H 2 gas
formation via NADH-Fd reductase and hydrogenase
activities.

The stoichiometry of ATP generated over hexose eq
fermented (ATP-Eff) decreased from 2'32 to 1-82 as the
pH was lowered from 7'4 to 6'4; qATP also declined,
from 4'53 te 3'08 mmol (g cells)-l h-1 (Table 2). The
ATP +ADP pool fluctuated between 4·79 and 6'11 ).lmol
(g cells)-l, while the ATP/ADP ratio decreased from
0'50 to 0·34 with environmental acidification (Table 2).
This variation was probably correlated with the change
of the end products, namely the decrease of acetate
biosynthesis.

Fig. 5. Effect of pH on the pools (a, c) and ratio (b, d) of G1P
and G6P (a, b), and of acetyl-CoA and CoA (c, d), when C.
cellulolyticum is grown on cellulose in continuous culture at
0= 0·053 h-'. 0, G6P; ., G1P; /::" G6P/G1P; ., acetyl-CoA;
0, CoA; Â" acetyl-CoA/CoA.

product: it represented between 70·3 and 47'7 % of the
carbon directed tewards catabolites (Table 1). With
lowering of pH, the specific production rate of ethanol
increased while that of acetate declined, the latter always
remaining the higher (Fig. 4a). The ethanol-to-acetate
ratio increased with decreasing pH and reached 0'94 at
pH 6'4 (Fig. 4b). In contrast, the H 2/C0 2 ratio followed
a downward trend with decreasing pH (Fig. 4b). Lactate
was also produced at ail pH values, but whereas the
specifie production rate (qlactate) was low at pH 7'4, i.e.
0·01 mmol (g cells)-l h-l, it increased as the pH
decreased, reaching 0'16 mmol (g cells)-l h- 1 at pH 6'4
(Fig. 4a). As the pH was lowered, the specific rate of acid
production (qH+)' calculated from the spectrum of acid
end products formed in cellulose chemostat culture

7·5 7·0
pH

6·5 6·0 Metabolic flux analysis of cells grown on cellulose in
an acid environment

The metabolism of C. cellulolyticum when grown on
cellulose is depicted in Fig. 1. With acidification of the
growth medium from pH 7'4 to 6'4, the rate of cellulose
consumption declined from 11'74 to 10'13 meq C (g
cells)-l h-1 (Table 3). The proportion of the cellulose
converted into biomass, free amino acids and extra­
cellular proteins, i.e. qbiOSynthesis' varied from 24-2 to
27'4 % with this pH decline (Table 3); considering each,
the biomasss formation increased from 17·9 to 20'7% of
the original carbon while cellulose conversion into
amino acid and extracellular protein accounted for
around 5·3 and 1'6% of the carbon uptake respectively.
Another part of the carbon flow was directed towards
metabolite fermentation, i.e. acetate, ethanol, CO2,

extracellular pyruvate and lactate, which as a whole
decreased from 70'7 to 65'2 % of the cellulose consumed
(Table 3). Metabolism distributed carbon differently
over known catabolic routes as the pH declined. Carbon
flow through the CO 2 and acetate formation pathways
declined from 23'4 te 19·8 % and from 33'1 to 20'4 %
respectively. However, ethanol formation increased
from 13'8 to 19·2 % of the carbon consumed; lactate
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Table 4. Specifie enzymic activity and flux relative to available enzyme activity in C. cellulolyticum cell extract at steady
state

Enzyme' ResuIts obtained at pH value of

H n 7·0 6·8 6·4

SEAt Rt: SEA R SEA R SEA R SEA R

PTA 0'83±0'08 19'1 0'97±0'07 24·0 0·71 ±0·08 19'2 0'61 ±û'05 18'8 û'46±0'06 19'5
AK û'88±0'09 20-6 0'83±0'10 20'1 0'64±0'06 17-2 0-49±û'05 15'2 0·30 ± 0'03 12'9
AADH 0'12±0'01 6·3 0'18±0'02 10'1 0'21 ±0'01 12-4 0'19±0'01 11'3 0'22±0'03 9·8
ADH 0'29±0'02 15·7 0·28±0·03 15-6 0'25 ±0'02 14·9 0'23±0'01 13'3 0·27 ± 0'03 lB
LDH 0'15±0'01 529'5 0'19±0'03 215-3 0'18±0'01 155-4 0'14±0'01 62'9 0'17 ± 0'02 46'1
PFO 0-61±0'05 9·8 0·66±0·03 11'2 0'34±0'04 6'3 0'13±0'02 2'5 0'08±0'01 1-8

• PTA, phosphotransacetylase; AK, acetate kinase; AADH, acetaldehyde dehydrogenase; ADH, alcohol dehydrogenase; LDH, L-lactate
dehydrogenase; PFO, pyruvate-Fd oxidoreductase.

tSEA is the specifie activity of enzyme expressed in Ilmol min-l (mg protein)-l.

:j:R is the ratio of specifie enzymic activity to metabolic flux through the considered metabolic pathway. Flux was previously expressed
as Ilmol (mg proteintl min- l.

formation also increased, from only 0·3 % at pH 7'4 to
4'8 % at pH 6'4. At the same time, the proportion of
carbon flowing towards extracellular pyruvate rose from
0'1 to 1 % with lower environmental pH.

As the pH decreased, the G6P pool slightly increased
(Fig. Sa); in terms of turn-over, this pool varied from
116'4 to 86'5 h-1 from pH 7'4 to 6'4. This result was
correlated with the concomitant decrease of the carbon
flow through glycolysis on the one hand and the increase
of the carbon flow through the biosynthesis pathway on
the other, as the environmental pH fell. The qG6P

decreased from 11-15 to 9'38 meq C (g cells)-l h-1 with
acidification, which represented 94,9-92'6 % of the
original carbon metabolized (Table 3). As for the G1P
pool, it increased with decreasing pH (Fig. Sa) which
was expressed as a decrease of the turn-over of this pool
from 91'3 to 42·7 h-1 from pH 7'4 to 6·4. As a result the
G6P jG1P ratio ranged from 1'19 to 0·73 with decreasing
environmental pH (Fig. Sb). G1P is an important node in
cellulose metabolism since carbon could either flow
down glycolysis via phophoglucomutase or stored as
glycogen, or be converted into exopolysaccharide.
qPhosPhOe;lucomutase decreased from 6·80 to 5'63 meq C (g
cells)-l h-1 with lowering of pH; when expressed as a
percentage of qcellulose' this flux ranged from 57'9 to
55'5% (Table 3). The proportion of carbon through
qglycogen varied from 1'2 to 1'9 %, while qexoPOlysaccharide
represented 3'5 % of the carbon uptake at pH 7'4 to
reach 6'2 % at pH 6'4 (Table 3).

The CoA pool was fuelled by phosphotransacetylase
and acetaldehyde dehydrogenase, whereas acetyl-CoA
was formed via pyruvate-Fd oxidoreductase activity
(Fig. 1). With lowering of the pH, both pools increased
(Fig. Sc), however the acetyl-CoAjCoA ratio decreased
from 4'46 to 3'06 (Fig. 5d). Such results were correlated
with (i) the rerouteing of carbon flow towards bio­
synthesis, which increased from 24'2 to 27'4 % at the
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expense of qpyruvate, which decreased from 70'7 to
65'2 meq C (g cellsr1 h-1 (Table 3) and (ii) the decrease
of carbon flowing through acetate production from 33'1
to 20'4 % whereas it increased only from 13·8 to 19'2 %
through the ethanol pathway as pH declined (Table 3).

Enzymic aetivities as a funetion of environmental pH

The influence of environmental pH on the specifie
activities of the enzymes studied is compiled in Table 4.
In vitro, PFO, PTA, AK and AADH activities were
higher under conditions giving higher in vivo specifie
production rates (Table 4). When the carbon flow was
expressed as IlmOI (mg protein)-l h- 1 from previously
calculated values (Table 3), R (the ratio of the specifie
enzyme activity to metabolic rate) could be calculated
(Holms, 1996). In the metabolic branch leading to
acetate production through PTA and AK, R fluctuated
between 18'8 and 24'0, and between 20'6 and 12'9,
respectively, as pH decreased (Table 4). R for the
enzymes of the ethanol pathway varied between 6'3 and
12'4, and between 15'7 and 12·3 for AADH and ADH,
respectively (Table 4). At each step in the central
metabolic pathways, the intracellular concentration of
substrates, products, cofactors or effector molecules as
well as intracellular ionic strength, redox potential or
pH can influence the partition and regulation of the
carbon flux (Holms, 1986). Nevertheless, the fact that
fluxes were much less than the available enzyme activity
indicated that the carbon flows were determined by the
concentration of substrate available rather than the
enzyme activity (Holms, 1996). Despite the variation of
enzyme biosynthesis, the amount of these enzymes was
always sufficient to catabolize the flowing carbon since
R was much higher than 1. At pH 7'4, for the lactate
formation pathway, R was very high, i.e. 529'5. This
indicated that although LDH was readily available, little
carbon was catabolized by this metabolic pathway. As
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the pH decreased, however, R declined to 46'1, indi­
cating that the LDH was more and more implicated in
carbon conversion (Table 4). As for the metabolic route
through PFO, R was in the same range as PTA, AK,
AADH or ADH for environmental pH values between
7'4 and 7'0, i.e. R between 6'3 and 11'2 (Table 4),
indicating that the fluxes were much less than the
available enzyme activity. Yet for a pH lower than 7'0,
R markedly decreased and reached 1'8 at pH 6.4 (Table
4). Then both biosynthesis and catalytic eff1ciency of
PFO declined with pH since the specific enzyme activity
and qacetyl-COA decreased (Tables 3 and 4).

DISCUSSION

Contrary to what was first observed by Giallo et al.
(1983), pH control during batch culture fermentation of
C. cellulolyticum greatly influenced cell growth and
metabolism. In fact, maintaining the pH at 7'2, increased
cell density, enhanced ethanol and acetate production
and raised the extent of cellulose hydrolysis, but did not
increase the amount of soluble glucides formed, contrary
to what was observed in non-pH-controlled fermen­
tation. As previously observed with increasing the
concentration of cellulose (Desvaux et al., 2000), the
maximum rate of cellulose degradation observed in
pH-controlled cultivation reflects the higher cell mass
compared to a non-pH-controlled culture. Cellulolysis
continued after the cessation of growth and a high level
of soluble glucide accumulation was only observed in a
non-pH-controlled culture. The gain in cellulose degra­
dation achieved under pH control was offset by catabo­
lite production rather than soluble sugar accumulation.

In continuous culture, maximum cell density was
obtained at pH 7'0, but as the pH declined from 7'0 to
6'4 at constant D, biomass was lowered more than
fourfold. At the same time, the specifie rate of cellulose
consumption, however, decreased only from 1,84 to
1'69 meq C (g cells)-l h- 1• Thus environmental acidi­
fication influenced chiefly the biomass formation rather
than cellulose degradation and assimilation. C. cellulo­
lyticum did not show depressed yields and the transition
to wash-out appeared abrupt. This result would be more
consistent with a direct effect on a cellular constituent,
such as the negative effect of acid on an enzyme or
transport protein (Russell & Dombrowski, 1980;
Russell & Diez-Gonzalez, 1998).

During cellulose catabolism by C. cellulolyticum, sol­
uble p-glucans are first converted into G1P and G6P
(Desvaux et al., 2000). With environmental acidification,
the G1P pool increased, since the proportion of carbon
flowing via phosphoglucomutase varied between 57'9
and 55'5 %. The remaining G1P was directed towards
exopolysaccharides (up to 9'9 % of the G1P) rather than
glycogen synthesis (3'0 % maximum of the G1P), both
allowing dissipation of carbon surplus (Guedon et al.,
2000b). As the culture pH was lowered, the flow through
glycolysis decreased while carbon directed to bio­
synthesis increased; as a result, the G6P pool was
between 15·9 and 18'1 ftmol (g cells)-l. Compared with
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conditions of uncoupling between catabolism and anab­
olism encountered during ammonium-limited chemostat
performed with cellobiose (Guedon et al., 2000a), the
excess of carbon at the G1P-G6P branch point was here
limited; in fact, exopolysaccharides and glycogen could
represent up to 16,0 and 21'4% respectively of the
cellobiose consumed and cellotriose was detected extra­
cellularly (Guedon et al., 2000a).

The increase of the acetyl-CoA pool was corroborated
by the analysis of carbon flux; the proportion of
cellulose consumed flowing through PFO diminished as
the pH declined, as did the ratio of specifie enzymic
activity to metabolic flux (R), and the flux was rerouted
away from acetate production. The acetyl-CoA/CoA
ratio decrease was paralleled by decreases in H 2/C0 2

and qNADH produced/qNADH used' Despite the variation
of the NADH balance, caIculated from catabolic path­
ways producing and consuming reducing equivalents,
the intracellular NADH/NAD+ ratio was weIl regu­
lated. Such a result is in good agreement with the model
of Decker et al. (1976), where the NADH-Fd reductase is
activated by the acetyl-CoA and inhibited by CoA and
which underlines that the fates of NADH and acetyl­
CoA regulation are interwined. From acetyl-CoA, acet­
ate was mainly formed but the flux split differently as the
environment was acidified, favouring ethanol pro­
duction. In addition, as pH declined, the level of lactate
production rose and coincided with the pyruvate leak,
indicating that PFO could no longer support carbon
flowing from glycolysis, R decreasing to 1·8 at pH 6'4.
Whatever the pH, LDH was always biosynthesized.
This enzyme operated mainly as the pH declined but
always remained in excess since even at pH 6'4, R was
46·1. In these experimental conditions, LDH allowed
draining off part of the pyruvate surplus. At high pH
values, H 2/C0 2 ratios higher than 1 suggested that H 2

was produced via NADH-Fd reductase and hydrogenase
activites in addition to pyruvate-Fd oxidoreductase and
hydrogenase activities. With lower pH values, this ratio
decreased and was compensated by the increase of
ethanol production until washout occurred.

Reinvestigation of cellulose degradation by C. cellulo­
lyticum (Desvaux et al., 2000) showed marked
differences in the catabolism of this bacterium as
compared with the first investigations carried out (Giallo
et al., 1985). The present paper demonstrates that the
inhibition of growth first observed with batch culture
performed in penicillin flasks sealed with butyi rubber
stoppers and without shaking of the medium (Giallo et
al., 1983, 1985) is mainly the result of low pH due to acid
production in the course of fermentation. The range of
pH allowing maximum cell density is restricted; strict
control of pH is therefore necessary to obtain the
optimum cellulolytic performance in biotechnological
processes using C. cellulolyticum. Cellulolytic bacteria
so far investigated cannot grow at pH values sig­
nificantly less than 6·0 (Stewart, 1977; Russell &
Dombrowski, 1980; Russell & Diez-Gonzalez, 1998).
However, it is weIl established that in anaerobic
habitats, particularly in the natural environment, high
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fermentation acid concentrations and, as a result, low
pH values are often encountered (Ljungdahl & Eriksson,
1985 j Goodwin & Zeikus, 1987). Since these bacteria
have not developed resistance to low pH environments,
this implies that they have evolved in an ecological niche
where competition for efficient metabolism in acidic
conditions is not crucial1y important. In the same way
that growth of C. cellulolyticum under an excess of
nutrients (Guedon et al., 1999b) or with an easily
available carbon source, such as soluble glucides,
appeared as aberrations considering the natural bac­
terial ecosystem (Desvaux et al., 2000, 2001), cultures
without pH control have been shown to be detrimental
for optimum growth of this bacterium. These data from
monospecies laboratory culture must be extrapolated to
microbial ecosystems to expIain the maintenance of C.
cellulolyticum in natural environments. Clearly much
remains to be learned about the complex interactions
in which this bacterium takes part in microbiota
(Kuznetsov et al., 1979 j Ljungdahl & Eriksson, 1985;
Leschine, 1995; Costerton et al., 1995).
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Contrairement à ce qu'avait observé Giallo et al. (1983 , 1985), le contrôle du pH a une grande

influence sur le métabolisme de la cellulose par C/ostridium ce//u/o/yticum. Comme pour toutes les

bactéries cellulolytiques anaérobies isolées jusqu'à présent (Russell et Wilson, 1996), Clostridium

ce//u/o/yticum ne peut pas se développer avec des pH significativement inférieurs à 6. Même parmi les

bactéries cellulolytiques aérobies, les micro-organismes cellulolytiques acidophiles sont rares,

Acidothermus ce//u/o/yticus étant la seule bactérie cellulolytique isolée à ce jour pouvant croître dans

une gamme de pH inférieurs à 6 (Eppard et al., 1996).

Les cultures discontinues de Clostridium ce//u/o/yticum ont montré qu'en maintenant le pH à

7,2, la densité cellulaire, le taux d'hydrolyse de la cellulose et la production d'éthanol et d'acétate sont

supérieurs à une culture discontinue sans régulation du pH. Ainsi, la digestion plus importante de la

cellulose dans les cultures où le pH est régulé permet un gain de production de catabolites aux

dépens des cellodextrines solubles dont les concentrations restent relativement négligeables. Le

contrôle du pH a permis d'améliorer la croissance, la production d'acétate et d'éthanol ainsi que la

cellulolyse. Ces résultats montrent que les différences observées précédemment étaient en grande

partie le résultat d'un pH non contrôlé.

Les cultures continues sur cellulose ont montré que la densité cellulaire maximale est obtenue à

pH 7, mais elle diminue très rapidement puisque à pH 6,4 elle est quatre fois plus faible.

Parallèlement, la vitesse spécifique de consommation de la cellulose diminue très peu indiquant que

l'acidification influence davantage la formation de la biomasse que la dégradation et l'assimilation de

la cellulose. L'acétate est toujours le produit majoritaire de la fermentation, mais il représente une

part de moins en moins importante du carbone entrant au fur et à mesure que le pH diminue. Quant

aux vitesses spécifiques de formation d'éthanol et de lactate, elles augmentent avec l'acidification du

milieu. Ainsi, le rendement molaire de croissance (Yx/s) augmente continuellement jusqu'à pH 6,4 ce

qui semble indiquer que le brusque arrêt de croissance observé à pH 6,2 serait le résultat d'un effet

direct sur un constituant cellulaire (Russell et Dombrowski, 1980 ; Russell et Diez-Gonzalez, 1998).

L'arrêt de croissance dû à l'inhibition des systèmes cellulasiques semble exclu puisque la plupart des

cellulases ont encore une activité catalytique pour des pH inférieurs à 5 (Russell et Diez-Gonzalez,

1998 ; Wilson, 1992).

Les profils d'évolution des rendements énergétiques ( >'ATP) et de croissance ( Yx/s) en fonction du

pH des cultures continues sont très semblables à ceux obtenus pour Fibrobacter succinogenes (Russell

et Dombrowski, 1980). Chez ce micro-organisme, il a été montré que tandis que le pH extracellulaire

chutait, le pH intracellulaire restait constant. Au cours de la fermentation les formes protonées des

acides organiques diffusent passivement à travers la membrane plasmique et entraînent

l'accumulation de leur forme anionique dans le milieu intracellulaire. Cette accumulation intracellulaire

118



Résultats

des espèces anioniques est d'autant plus importante que le gradient de pH est élevé, entraînant par la

même occasion l'arrêt des systèmes de transport (Russell et Wilson, 1996). Ce type de régulation

intracellulaire du pH serait commun à beaucoup de c10stridia (Huang et al., 1985 ; Russell et al.,

1996) ; il peut aussi être présent chez certaines bactéries acidophiles mais elles ne sont jamais

présentes dans des environnements contenant des concentrations en acides organiques élevées. Les

acides organiques n'agissent pas comme des agents découplants synthétiques ; ces derniers sont

hautement lipophiles à la fois sous leur forme protonée et déprotonée ce qui abolit le gradient de pH

transmembranaire et dissipe la force proton-motrice (Herrera, 1983 ; Herrera et a/., 1985 ; Russell,

1992). Chez les autres bactéries cellulolytiques, telles que Ruminococcus a/bus et Ruminococcus

f/avefaciens, le Yx/s diminue progressivement avec l'acidification du milieu de culture jusqu'à l'arrêt de

croissance (Russell et Dombrowski, 1980). Chez ces bactéries la diminution du pH extracellulaire est

suivie par celle du pH intracellulaire mais la croissance cesse dès que le pH intracellulaire est inférieur

à 6. Cette stratégie est une alternative à l'accumulation excessive et à des niveaux toxiques des

formes anioniques des acides organiques mais elle nécessite que les enzymes du métabolisme soient

adaptées et actives aux pH acides. Ainsi aucune des deux stratégies ne permet aux bactéries

cellulolytiques anaérobies jusqu'à présent isolées de résister à la diminution du pH extracellulaire.
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L'utilisation d'un milieu synthétique a fourni des informations importantes sur les mécanismes

utilisés par C/ostridium ce//u/o/yticum pour réguler le catabolisme du cellobiose (Guedon et al., 1999b,

2000b; Payot et al., 1998).

Par comparaison avec le milieu complexe, l'utilisation d'un milieu synthétique a permis

d'augmenter la vitesse spécifique du flux carboné entrant tout en favorisant un meilleur contrôle du

flux des électrons par la voie de l'éthanol, de la NADH-Fd oxydoréductase et de l'hydrogénase puisque

des valeurs de rapport NADH/NAD+ très inférieures à 1 ont été obtenues. Un basculement

métabolique d'une fermentation acétate-éthanol vers une fermentation lactate-éthanol est observé

lorsque la vitesse spécifique de croissance augmente. L'analyse métabolique des flux a clairement

établi un parallélisme entre la vitesse spécifique de consommation du cellobiose et les vitesses

spécifiques de formation du lactate et de pyruvate extracellulaire. L'excrétion du pyruvate traduit son

accumulation intracellulaire suite à la limitation du flux carboné au niveau de la PFO.

Les cultures en continu utilisant des substrats insolubles, tels que la cellulose, ont été

développées assez récemment (Weimer et al., 1991b). En effet, les principales difficultés techniques

résidaient dans l'établissement d'un système permettant une alimentation précise, régulière et

reproductible en substrat insoluble. Beaucoup d'études ont donc été réalisées en chémostat sur

cellulose avec un nutriment limitant autre que la source carbonée ou en employant des systèmes

d'alimentation semi-continus. Le développement d'un système de culture continue avec des substrats

insolubles rend possible l'étude du catabolisme de la cellulose par C/ostridium ce//u/o/yticum. Jusqu'à

présent ce système a été utilisé essentiellement pour caractériser la capacité d'hydrolyse de la

cellulose par différentes bactéries ou pour étudier les interactions qui peuvent s'établir entre des

bactéries cellulolytiques et non cellulolytiques. C'est donc la première fois qu'une culture continue à

flux segmenté sur cellulose (Weimer et al., 1991) est utilisée pour l'étude d'un métabolisme bactérien.

Après l'étude du métabolisme de C/ostridium ce//u/o/yticum en culture discontinue sur cellulose

(Desvaux et al., 2000), la poursuite de l'étude en cultures continues devrait permettre de mieux

caractériser son catabolisme.
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Cette étude fut publiée dans la revue Journal of Bacteriology dans un article intitulé: "Carbon

flux distribution and kinetics of cellulose fermentation in steady-state continuous cultures of

Clostridium cellulolyticumon a chemically defined medium," 2001,183: 119-130.
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The metabolic characteristics of Clostridium cellulolyticum, a mesophilic cellulolytic nonruminal bacterium,
were investigated and characterized kinetically for the fermentation of cellulose by using chemostat culture
analysis. Since with C. cellulolyticum (i) the ATP/ADP ratio is lower than 1, (ii) the production oflactate at low
specific growth rate (J.t) is low, and (iii) there is a decrease of the NADH/NAD+ ratio and qNADH produœJ

qNADH used ratio as the dilution rate (D) increases in carbon-Iimited conditions, the chemostats used were
cellulose-Iimited continuously fed cultures. Under ail conditions, ethanol and acetate were the main end
products of catabolism. There was no shift from an acetate·ethanol fermentation to a lactate-ethanol fermen­
tation as previously observed on cellobiose as J.t increased (E. Guedon, S. Payot, M. Desvaux, and H.
Petitdemange, J. Bacteriol. 181:3262-3269, 1999). The acetate/ethanol ratio was always higher than 1 but
decreased with D. On cellulose, glucose 6-phosphate and glucose I-phosphate are important branch points
since the longer the soluble l3-glucan uptake is, the more glucose l.phosphate will be generated. The proportion
of carbon flowing toward phosphoglucomutase remained constant (around 59.0%), while the carbon surplus
was dissipated through exopolysaccharide and glycogen synthesis. The percentage of carbon metabolized via
pyruvate-ferredoxin oxidoreductase decreased with D. Acetyl coenzyme A was mainly directed toward the
acetate formation pathway, which represented a minimum of 27.1% of the carbon substrate. Yet the proportion
of carbon directed through biosynthesis (i.e., biomass, extracellular proteins, and free amino acids) and
ethanol increased with D, reaching 27.3 and 16.8%, respectively, at 0.083 h-1

• Lactate and extracellular
pyruvate remained low, representing up to 1.5 and 0.2%, respectively, of the original carbon uptake. The true
growth yield obtained on cellulose was higher, [50.5 g of cells (mol of hexose eq) -1] than on cellobiose, a soluble
cellodextrin [36.2 g of ceUs (mol of hexose eq)-I]. The rate of cellulose utilization depended on the solid retention
time and was first order, with a rate constant of 0.05 h-1

• Compared to cellobiose, substrate hydrolysis by
cellulosome when bacteria are grown on cellulose fibers introduces an extra means for regulation of the entering
carbon flow. This led to a lower J.t, and so metabolism was not as distorted as previously observed with a soluble
substrate. From these results, C. cellulolyticum appeared weIl adapted and even restricted to a cellulolytic lifestyle.

Cellulose is of cardinal importance in the global carbon
cycle: it accumulates in the environment due to its durable
nature (5), and the main final products released during its
fermentation are CH4 and COz (76). Bacteria are the major
cellulose hydrolyzers in anaerobic cellulosic microbiota (35,
67), where cellulolytic clostridia play a key role (34).

The cellulose degradation process which occurs through cel­
lulases has been studied extensively on cellulolytic clostridia,
leading to the cellulosome concept (4, 6). The multienzymatic
complexes found at the surface of the cells are responsible for
adhesion of bacteria to cellulose fibers and allow a very effi­
cient synergism of action of the different enzyme components
(8). Genes encoding cellulases as weil as the mechanism of
action of the cellulosome are the subject of considerable re­
search, while few studies have focused on the metabolic aspects
of cellulose digestion by clostridia (27, 40).

Recent characterization of the carbohydrate catabolism of

• Corresponding author. Mailing address: Laboratoire de Biochimie
des Bactéries Gram +, Domaine Scientifique Victor Grignard, Uni­
versité Henri Poincaré, Faculté des Sciences, BP 239, 54506 Vandœu­
vre-Iès-Nancy Cédex, France. Phone: 33 3 83 91 2053. Fax: 33 3 83 91
25 50. E-mail: hpetitde@lcb.uhp-nancy.fr.
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Clostridium cellulolyticum, a nonruminal mesophilic bacterium
able to degrade crystalline cellulose, showed that (i) better
control of catabolism occurred on a minerai salt-based medium
(24, 48), (ii) carbon-limited and carbon-sufficient chemostats
displayed major differences in regulatory responses of the car­
bon flow (25), and (iii) in nitrogen-limited conditions, glucose
6-phosphate (G6P) and glucose I-phosphate (GIP) branch
points play an important role in carbon flux divergence (22).
These investigations, however, were performed with cellobi­
ose, which is one of the soluble cellodextrins released during
cellulolysis (56). In such investigations, the use of soluble sug­
ars obviated the bacterial metabolic analysis on cellulose that
was assumed difficult to undertake. Metabolic regulation pro­
cesses found using cellobiose could differ or even be distorted
from those with insoluble substrates.

While the first studies of cellulose focused mainly on C.
cellulolyticum behavior, such as colonization or degradation
with an insoluble substrate (19-21), recent investigations of
cellulose fermentation in batch culture (12) have indicated that
(i) metabolite yields depend strongly on the initial cellulose
concentration and (ii) early growth arrest is linked to pyruvate
overflow as in cellobiose batch culture (23).

In the last decade, efficient continuous-culture devices for

122



120 DESVAUX ET AL.

Résultats

J. BACTERIOL.

growth on insoluble compounds have been developed (30,31,
33,37, 46, 63, 74) and used mainly to estimate the kinetics of
cellulose degradation or colonization byvarious bacteria (1, 43,
58,59, 71). Continuous culture is also a particularly useful and
powerful tool for analyzing the physiology of microorganisms
(42,64).

The aim of this study was to investigate the carbon flow
distribution and degradative characteristics of C. cellulolyticum
when grown in mineraI salt-based medium with cellulose, its
natural substrate, in chemostat culture.

MATERIALS AND METHODS

Chemicals. AIl chemicals were of highest-purity analytical grade. Unless men­
tioned otherwise, commercial reagents, enzymes, and coenzymes were obtained
from Sigma Chemieal Co., St. Louis, Mo. AIl gases used were purchased from
AIr Liquide, Paris, France.

Organism and medium. C. eellulolytieum ATCC 35319 was originally isolated
from decayed grass (52). Stocks of spores, stored at 4°C, were transferred to
cellulose medium and heat shocked at SO°C for 10 min (12). Anaerobie cell
cultures were subcultured once on cellulose before inoculation and growth in a
bioreactor (12, 24). The defined medium used in all experiments was a modified
CM3 medium (24) containing 0.37% cellulose MN301 (Macherey-Nagel, Dûren,
Germany).

Growth conditions. C. eellulolytieum was grown on cellulose as the sole carbon
and energy source in a minerai salt-based medium. AIl experiments were per­
formed in a 1.5-1iter-working-volume fermentor (LSL Biolafitte, St. Germain en
Laye, France). The temperature was maintained at 34°C, and the pH was con­
trolled at 7.2 by automatic addition of 3 N NaOH. Agitation was kept constant
at 50 rpm. The inoculum was 10% by volume from an exponentially growing
culture. Cells were grown in chemostat at various dilution rates, and each run was
independent.

With cellulose, the chemostat system was a segmented gas-liquid continuous
culture device as described by Weimer et al. (74). Modifications consisted of (i)
sparging the culture medium with sterile oxygen-free Nz; (ii) limiting oxygen
entry and maintaining anaerobic culture conditions with connection of low-gas­
permeability PharMed, Viton, or glass; (iii) setting up the T-fitting device direcUy
into the feed reservoir to allow partitioning of the slurry into discrete liquid
bubbles of Nz as soon as the medium was pumped, thus avoiding any cellulose
sedimentation in the tube connecting the inside and outside of the reservoir of
the cellulose-containing medium; (iv) permitting accurate and uniform dispens­
ing of slurry by using cellulose MN301, whieh does not require any dry sieving
prior to use due to its original small particle size «45 l'-m). Microbial contam­
ination was monitored regularly by microscopie observation. Achievement of
steady-state values for both residual cellulose concentration and biomass re­
quired five to six dilutions. The cultures were maintained for an overall period of
eight to nine residence times. Culture samples were removed at 6- to 30-h
intervals; for each condition, the data were the average from at least three
samples collected over 2- to S-day periods in the steady state of the system.

Analytical procedures. Biomass was estimated by bacterial protein measure­
ment (46) using the Bradford dye method (l0) as previously described (12).

Cellulose concentration was determined as described by Huang and Forsberg
(29), using a washing procedure (69) and quantification by the phenol-sulfuric
acid method (13) as already reported (12).

The relative crystallinity index of the cellulose was determined by the proce­
dure of Shi and Weimer (59).

Hydrogen and carbon dioxide were analY2ed on agas chromatography unit as
previously described (24).

Culture supematants (10,000 x g, 15 min, 4°C) were stored at -SO°C until
analysis.

Extracellular proteins and amino acids were assayed as previously reported
(22-25), using the Bradford dye method (10) and the procedure of Mokrasch
(41), respectively.

Glucose was assayed enzymatieally, using glucose oxidase and peroxidase with
o-dianisidine as a chromophore.

Soluble cellodextrins were quantitatively assayed by high-performance liquid
chromatography (HPLC) using refractive index detector and qualitatively using
thin-layer chromatography (TLC) as already described (22).

Glycogen determination were performed using amyloglucosidase (EC 3.2.1.3)
according to the procedure of Matheron et al. (3S) as previously indicated (22).

Acetate, ethanol, lactate, and succinate were estimated by using the appropri­
ate enzyme kits (Boehringer Mannheim, Meylan, France).

Extracellular pyruvate was assayed enzymatically by f1uorometric detection of
NADH as previously described (24).

Enzyme assays. Cells were centrifuged (12,000 x g, 15 min, O°C), and pellets
were rapidly frozen with liquid nitrogen and stored at -SO°c. Cells were resus­
pended in Tris-HCl buffer (50 mM, 2 mM dithiothreitol [DIT] [pH 7.4]) and
then sonieated four times for 20 s each with a break of 60 s at a frequeney of 20
kiloeycles s -1. The supematant was collected from the cell Iysate following
centrifugation (12,000 x g, 20 min, 4°C). The protein content of extracts was
determined by the method of Bradford (10), using crystalline bovine serum
albumin as the standard. Anaerobie conditions were maintained throughout the
entire procedure, and all manipulations were performed under oxygen-free ni­
trogen atmosphere. AIl enzyme assays were performed at 34°C. Specifie activity
was determined in a range where linearity with protein concentration was estab­
lished. For calculation of enzymatic activity, the molar extinction coefficients
used for 5,5'-dithiobis-(2-nitrobenzoic acid), methyl viologen, and NAD(P)H
were 13.6 (15), 7.71 (50), and 6.22 mM-I cm- 1 (55), respectively.

The phosphoglucomutase (PGM; EC 5.4.2.2) assay was based on the method
of Lowry and Passonneau (36). The reaction mixture contained 50 mM Tris-HCl
(pH 7.5), 20 mM DIT, 10 mM MgClz, 1 mM AMP, 1 mM NAD+, 2 mM G1P,
3 l'-M glucose 1,6-diphosphate, and 4 U glucose 6-phosphate dehydrogenase (EC
1.1.1.49).

Glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase (GAPDH; EC 1.2.1.12) activity
was determined by the method of Ferdinand (16).

Pyruvate-ferridoxin oxidoreductase (PFO; EC 1.2.7.1) was assayed as de­
scribed by Meinecke et al. (39). The reaction mixture contained 25 mM potas­
sium phosphate buffer (pH 7.2), 0.14 mM sulfhydryl coenzyme A (CoA), 5 mM
pyruvate, and 1 mM methyl viologen as the artificial electron acceptoL

Lactate dehydrogenase (LDH; EC 1.1.1.27) activity was determined as de­
scribed elsewhere (32) in an assay mixture containing 20 mM potassium phos­
phate buffer (pH 7.4), 0.4 mM NADH, 1 mM fructose 1,6 diphosphate, and 20
mM pyruvate.

Phosphotransacetylase (PTA; EC 2.3.1.S) activity was measured as described
by Andersch et al. (2).

Acetate kinase (AI<; EC 2.7.2.1) activity was determined by coupling hexoki­
nase (EC 2.7.1.1) and glucose 6-phosphate dehydrogenase (EC 1.1.1.49) and by
following the NADPH-dependent oxidation of G6P to 6-phosphogluconate at
340 nm (32).

Acetaldehyde dehydrogenase (AADH; EC 1.2.1.10) was assayed as described
by Dürre et al. (14). The reaction mixture contained 0.1 M Tris-HCl (pH 7.2), 2
mM DIT, 72 mM semiearbazide, 0.2 mM NADH, and 0.6 mM acetyl-CoA.

The alcohol dehydrogenase (ADH; EC 1.1.1.1) assay was based On the pro­
tocol described by Lamed and Zeikus (32). The assay mixture contained 100 mM
potassium phosphate buffer (pH 7.4), 0.2 mM NADH, 0.2 mM DIT, and 40 mM
acetaldehyde.

To determine the Km of PGM for G 1P, a crude extract was dialY2ed anaero­
bically against Tris-HCl buffer (50 mM, pH 7.5) containing 4 mM 2-mercapto­
ethanol. PGM activity was measured as described above; to determine Km' the
G1P concentrations were varied from 0.02 to 20 mM.

Assay of intracellular compounds. NAD(P)+ and NAD(P)H were first rapidly
extracted with HCI and KOH, respectively, as described by Wimpenny and Firth
(75). Levels of coenzymes were determined by f1uorimetric measurements as
previously described (24). Other intracellular compounds were extracted from a
broth sample by HCIO., using a rapid extraction system (24).

ATP, ADP, and AMP were measured using a luciferin-Iuciferase luminescence
system (mierobial biomass test kit; Celsis Lumac, Landgraaf, The Netherlands)
(22).

CoA and acetyl-CoA were measured by coupling appropriate enzyme assays
(6S) for f1uorimetric determination of NADH. The assay mixture contained 50
mM phosphate buffer (pH 7.5),1 mM MgClz, 1 mM NAD+, 0.5 mM EDTA, 1
mM 2-ketoglutarate, and 0.1 U of 2-ketoglutarate dehydrogenase complex from
pig beart to initiate CoA consumption. After complete depletion of the CoA in
the extract, 2 U of citrate synthase (EC 4.1.3.7) and 4 mM oxaloacetate were
added to measure the acetyl-CoA concentration.

Fluorimetric determination of G 1P and G6P was based on the PGM assay
described above, using glucose 6-phospbate debydrogenase (EC 1.1.1.49) and
PGM (EC 5.4.2.2) as previously described (22).

Calculations. The metabolic pathways and equations for cellulose fermenta­
tion by C. cellulolyticum, expressed as n hexose equivalents corresponding to n
glucose residues of the cellulose chain, were previously reported (12).

qccllul= is the specifie rate of hexose residue fermented in millimoles per gram
of cells per hour. qacc,a,e' qe'hanoh and q'ac,ate are the specifie rates of product

123



VOL. 183, 2001

Résultats

CELLULOSE CHEMOSTAT OF C. CELLULOLYTICUM

TABLE 1. Calculations for analysis of the carbon flow during cellulose fermentation by C. cellulolyticum
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StepQ

1
2
3
4
5
6
7
8
9
10
11
12
13
14
15
16

Specific metabolic rate [meq of e (g of cells)-I h- I]

qcellulose

Qlactate

qacetate

qethanol

qextracellular pyruvate

qbiosynthesis from glycolysis

qC02

qpyruvate

qacetyl.CoA

qGIP

qccllulosc toward G6P
qG6P

qPGM

qglycogen

qexopolysaccharide
qGlP toward glycogen and exopolysaccharides

Equationb

(S/X) X D
(Clactatc/X) X D
(Cacctatc/X) X D
(CcthanolX) X D
(Cextracel1ular pyruvate/X) X D
[(Cbiomass - CglycOgen + Carnina acid + Cprotein)/X] X D
[(3) + (4»)/2
(2) + (3) + (4) + (5) + (7)
(3) + (4)
(1) x 0.63
(1) x 0.37
(6) + (8)
(12) - (11)
(CgIYCOgcn/X) X D
(10) - (13) - (14)
(14) + (15)

Q Step numbers are diagrammed in Fig. 3.
b S is the concentration of cellulose consumed, expressed as millequivalents of e per liter; X is the biomass concentration at steady state, expressed as grams per liter;

D is the dilution rate; C is milliequivalents of e per liter from by-products or biomass.

formation in millimoles per gram of cells per hour. qcxt<accllula. pyruvate is the
specific rate of extracellular pyruvate formation in micromoles per gram of cells
per hour. qpyruvalc is the specific rate of pyruvate used in millimoles per gram of
cells per hour, determined as follows: Qpyruv3te :::;: qacetate + qethanol + qlactatc +
qextracellular pyruva!c' qNADH produced and qNADH consume(}, the specifie rates of
NADH production and NADH consumption, respectively, in millimoles per
gram of cells per hour, were calculated as follows: qNADH pmduccd = qpyruvate and
qNADH consumed = 2 q ethanol + qlactatc'

The energetic yield of biomass (YATP) was calculated as follows: YATP =

concnbiomass!(1.94 concnacctalc + 0.94 concnelhanol + 0.94 concnlaClale + 0.94
concnextrneeUula, J'Y'U"Ulo) (12). YATP is expressed in grams of cells per mole of ATP
produced. qATP is the specific rate of ATP generation in millimoles per gram of
cells per hour calculated by the following equation: qATP = 1.94 qacctate + 0.94
qethanol + 0.94 qlaetate + 0.94 qexlrnccllul., pyruvale (12). The energetic efficiency
(ATP-Eff) corresponding to ATP generation in cellulose catabolism is given by
the ratio of qATP to qcellul='

The energetic charge and oxidation/reduction (GIR) index were calculated
according to Gottschalk (26).

The catabolic reduction charge (CRC) and anabolic reduction charge (ARC)
were calculated as follows (3): CRe = NADH/(NADH + NAD+) and ARC =
NADPH/(NADPH + NADP+).

The molar growth yield (YXIS) is expressed in grams of cells per mole of hexose
equivalents ferrnented. The Pirt plot was used for determination of maximum
yield and maintenance coefficient with the following equation (53): 1/Y =

11Y"'ax + mIR' where yrnax is the true yield (in the absence of maintenance
requirements), Y the observed yield, m is the maintenance coefficient, and IR is
the retention time (Le., IR = lID, where D is the dilution rate).

The first-order rate constant of cellulose removal was determined using the
model equation (47) SR/SO = kIR + x, where SR is the concentration of cellulose
in the feed reservoir, So is the concentration of cellulose in the culture vessel, k
corresponds to the rate constant of cellulose degradation, and x is equal to 1
since it corresponds to the y intercept (Le., IR = 0 and thus SR/SO = 1).

Mapping of the carbon f1ow. Distribution of the carbon flow was determined
by adapting the model developed by Holms (28) to C. cellulolylicum metabolism.
In the steady state, the flux through each enzyme of the known metabolic
pathway was determined as specified in Table 1. Carbon fluxes were expressed in
milliequivalents of carbon per gram of cells per hour.

It was assumed that the intracellular J3-g1ucan composed of n hexose residues
was catabolized according to the model proposed by Strobel (62) as previously
described (12). If n 2: 2, then J3-g1ucan (n) + Pi ..... G1P + J3-g1ucan (n - 1),
through cellodextrin and cellobiose phosphorylase. Ifn = 1, then glucose + ATP
..... G6P + ADP, via glucokinase. As a result, the entering carbon flow directed

1 0-0
toward G6P was ;; qccllulosc and that toward G1P was -n- qccllulosc' For

example, if n = 1 (glucose) for the entering carbohydrate, then the qcellulosc
toward G6P is equalto qcellul= and thattoward G1P is nil since no G1P can be
formed. If n = 2 (cellobiose) for the entering J3-glucan, then the qccllulooe toward

1 1
G6P is equalto '2 qccllulœc and thattoward G1P is '2 qccllulooe since 1 glucose and

1 G1P are formed. Ifn = 3 (cellotriose) for the entering soluble biopolymer, then the
1 2

qccllulœc toward G6P is equalto 3" qccllulooe and thattoward G1P is 3" qccUulœc since

1 glucose and 2 G1P are formed. For soluble J3-glucans (n), where 1 :$ n :$ 7
(12,51), average carbon flows directed toward G6P of 0.37 qccllul= and toward
G1P of 0.63 qccllul= were calculated.

The turnover of a pool per hour was calculated from the specific rate and pool
size expressed in moles or in carbon equivalents (22). It corresponded to the rate
of input or output divided by the pool size, which is then the number of times the
pool turus OVer every hour.

R corresponded to the ratio of specific enzyme activity to metabolic flux (28).
Like specific enzyme activity, metabolic flux was expressed in micromoles per
milligram of protein per minute from carbon flow calculated as described above.

Slatistics. Statistical analysis of the data was perforrned following analysis of
variance and Studentl test (9) with ExceL

RESULTS

Cellulose digestion and biomass formation. Preliminary re­
sults in chemostats indicated that with between 2 and 6 g of
cellulose liter- I and at a dilution rate of 0.025 h-I, biomass
formation increased proportionately to cellulose concentration
(data not shown). C. cellulolyticum was then grown with 3.7 g of
cellulose liter- I at different steady-state combinations of
D-equal to the microbial specifie growth rate (fL)-which
ranged from 0.014 to 0.083 h- I (Table 2); steady-state growth
on cellulose was attained neither at D < 0.01 h- I nor at D >
0.09 h -1 since washout then occurred. The latter value corrob­
orated the maximum growth rate (fLmaJJ of 0.087 h- I (Le., a
generation time of 8 h) estimated by following growth with the
rate of tritiated thymidine incorporation into DNA during the
exponential phase of batch growth on cellulose (20). Cell den­
sity was maximum at low D, i.e., 0.207 g liter- I at 0.014 h-I,
but slowly decreased with increasing D to reach 0.154 g liter- I

at 0.083 h- I (Table 2). In ail of the runs, microscopie exami­
nations of the cultures revealed that almost ail of the cellulose
fibers were colonized by bacteria; the few particles that were
not were most likely those that had been recently introduced
into the bioreactor (74). Unattached cells were mostly observ­
able under conditions of low D.
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FIG. 1. Effect of solid tR on cellulose digestion by C. cellulolyticum.
Inset, correlation between SR/Sa and tR.

In continuous culture at 3.7 g of cellulose liter-l, C. cellu­
lolyticum always left sorne undigested cellulose (Fig. 1). The
longer was the solid retention time (tR = 1/D), the higher was
the percentage of cellulose degradation: from 0.014 h- 1 (i.e.,
tR = 71.4 h) to 0.083 h- 1 (Le., tR = 12.0 h), the percentages of
digested cellulose at steady state were 7S.0 and 20.9, respec­
tively (Fig. 1). Regardless of D, glucose or cellodextrins could
not be detected in the supematant using enzymatic, HPLC,
and TLC techniques, and so cellulose hydrolysis did not yield
a significant pool of soluble sugars. Crystallinity measurements
showed that the relative crystallinity index of cellulose in che­
mostat at 0.014 h- 1 was 88.8, compared to 89.6 for the original
cellulose MN301. Thus, even at long tR , the residual cellulose
was not enriched in its crystalline content during the fermen­
tation. Plots of SR/SO versus tR were linear, and so cellulose
digestion follows first-order kinetics where linear regression of
the data (r = 0.976) gives a first-order rate constant for cel­
lulose removal of O.OS h- 1 (Fig. 1).

The observed cell yields increased with increasing D and
varied from 11.8 to 32.8 g of cells per mol of hexose eq con­
sumed (Table 2). From the observed growth yield, which is
affected by microbial endogenous metabolism and mainte­
nance energy requirements, the true growth yield was calcu­
lated. A Pirt plot (r = 0.987) allowed determining the main­
tenance coefficient and ~/s' which were estimated at 0.9
mmol of hexose eq/g of cellslh and SO.5 g of biomass/mol of
hexose eq consumed, respectively.

Metabolite production. Acetate, ethanol, lactate, H2, and
CO2 were the primary metabolic end products, and no succi­
nate accumulation was observed (Table 2). The percentage of
carbon fiow toward fermentative metabolites, given by the ra­
tio qpyruvate/qcellulose, indicated that 67.0 to 81.S% of the con­
sumed cellulose was converted to extracellular pyruvate, lac­
tate, CO2, acetate, and ethanol. The remaining carbon fiow
was oriented toward amino acid, protein, biomass, and exopo­
lysaccharide formation. Exopolysaccharides could not be mea­
sured as previously described (48) because of significant inter-
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polymerization, i.e., the number ofglucose residues inside the

biopolymer. From cellulose degradation, it was assumed that
soluble cellodextrins with a degree of polymerization n be­
tween 1 and 7 couId potentially be incorporated and fermented
by the cells (12, 51, 56). This corresponds to an average for­
mula of hexose equivalents from glucose to celloheptaose uti­
lized by bacteria of C6.oHlO.70S.4'

The synthesis of biomass-with an elemental composition of
C4 H7NOz (24)-from cellulose digestion can be represented
by the overall scheme C6.oHlO.70S.4 + 1.5 NH3 -'> 1.5
C4 H7 NOz + 2.4 HzO. Since no available hydrogen atoms were
used to equilibrate the equation, this meant that when bacteria
grow on cellulose, reducing equivalents NAD(P)H are weil
balanced by biomass synthesis. It was assumed that COz pro·
duction through general decarboxylation enzymes and COz
fixation in biomass gave a balance of almost nil (24, 44, 45).

Energetic and redox balance. The stoichiometry of ATP
generated over hexose equivalents fermented, Le., ATP-Eff,
was higher at low D since it was 2.72 and declined to 2.07 with
the highest D value (Table 3) due to the decrease of the
percentage of acetate production (Table 2). As D increased,
qATP rose from 3.24 to 5.25 mmol (g of ceIlS)-l h- 1 (Table 3).
The apparent energetic yield increased with increasing D as
weil (Table 3). The low YATP obtained at low fL reflected an
expenditure of energy due to the more pronounced mainte­
nance requirement at low fL. The Pirt plot (r = 0.984) per­
mitted determining a true energetic yield (~-rp) of 30.3 g of
cells (mol of ATP)-l and a maintenance energy (mATP) esti­
mated at 2.9 mmol of ATP (g of cells)-l h- 1.

Whatever the fL, the pool of ATP and ADP rose while AMP
remained quite constant at ca. 0.10 fLmol (g of cells)-l. The
ratio ATP/ADP fluctuated between 0.37 and 0.46, while a
mean value of 0.63 was obtained for the adenylate energy
charge.

From the known catabolic pathways which produced and
consumed reducing equivalents, the coenzyme balance could
be calculated. qNADH produced increased with increasing D,
from 1.94 to 3.39 mmol (g of cells)-l h-\ as did qNADH used'

which ranged from 0.99 to 2.59 mmol (g of cells)-l h- 1 (Table
4). qNADH produced/qNADH used' however, ranged from 1.96 to
1.31, indicating an excess of NADH since the ratio was always
greater than 1. Despite this imbalance, the intracellular ratio
NADH/NAD+ was always lower than 1 and the CRC was
constant at around 0.27 (Table 4). This result correlated with
Hz/COz ratios which were always higher than 1. These data
suggested that the regeneration of NADH to NAD+ was due
to the NADH-ferredoxin (NADH·fd) reductase and hydroge-

0.090.070.03

1.0

o. 0 ~lt=::;::==*:=T==l~;t::::::::;~C;:::â::::;:~t:;:~-l
0.01 0.05

Dilution rate (h-!)

FIG. 2. Influence of D on qaeetate (0), qethanol (-), and qlaetate

('&').

2.0

ference with cellulose fibers leading to erroneous estimation of
their concentrations, but they were readily observable by mi­
croscopic examination. The carbon balance, calculated by tak­
ing into account amino acids, proteins, fermentative end prod­
ucts, and biomass, was then in a range between 95.8 and 98.7%.

qacetate and qethanol increased 1.5- and 2.6-fold, respectively,
with D (Fig. 2). Acetate production represented up to 72.9% of
the carbon flowing toward catabolites (Table 2) and remained
the higher specifie production rate (Fig. 2). Levels of lactic acid
and extracellular pyruvate formed were lower, reaching max­
ima of only 0.04 mmol (g of cells)-l h- 1and 12.06 fLmol (g of
cells)-l h-\ respectively (Fig. 2). Thus, the majority of the
carbon flow was for acetate and ethanol production, with a
progressive shift toward ethanol production with increasing D.

Fermentation balance. Formulation of a reducing equivalent
balance equation requires a fair knowledge of the biochemistry
of carbon assimilation for a particular substrate (44, 45). The
reactions leading to the formation of catabolites during the
fermentation of cellulose by C. cellulolyticum were previously
described (12). Cellulose hydrolysis liberates soluble sugars,
which are then metabolized by bacteria and allow cell growth.
The hexose residues of a 13-1,4 polymer of glucose have a mean

formula of C6H 100+Z050+1 , where n represents the degree of
o n

TABLE 3. Adenylate content and energetic balance of C. cellulolyticum cells at steady state

Results obtained at D (h- I) oF:
Parameter

0.014 0.027 0.035 0.04! 0.055 0.064 0.076 0.083

Pool ATP + ADP [jJ.mol (g of cellS)-I] 4.41 4.55 5.18 5.83 5.42 6.05 5.98 6.91
ATP/ADP ratio 0.37 0.45 0.40 0.35 0.39 0.36 0.44 0.46
AMP [jJ.mol (g of cellS)-I] 0.10 :!: 0.02 0.05 :!: 0.01 0.09 :!: 0.02 0.14 :!: 0.03 0.12:!: 0.02 0.07 :!: 0.01 0.11 :!: 0.01 0.08:!: 0.02
Energetic charge 0.62 0.65 0.63 0.61 0.63 0.62 0.64 0.65
qATP [mmol (g of cells)-I h- I] 3.24 4.11 4.29 4.44 4.56 4.72 4.98 5.25
ATP-Eff 2.72 2.62 2.48 2.44 2.33 2.21 2.16 2.07
YATP [g of cells (mol of ATP)-I] 4.3 6.6 8.2 9.2 12.1 13.6 15.3 15.8

Q See Table 2, footnote b.
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nase activities, explaining the production of additional H2 and
the intracellular NADH/NAD+ ratio lower than 1 (Table 4).
Taking into account the gas production ratio, the OIR index
was determined as very close to 1, indicating an efficient reg­
ulating system for the reoxidation of NADH via hydrogen
production in addition to carbon fermentative pathways (23,
24).

Concerning the phosphopyridine nucleotides involved in
biosynthesis pathways, the reduced form was in excess since
the NADP+ pool was hardly detectable (Table 4). As a result,
the ARC was constant and equal to 1.00, meaning that
NADPH was largely available for biosynthesis reaction.

Kinetic analysis of cellulose fermentation. The efIects of D
on cellulose consumption and product formation are summa­
rized in Fig. 3. The rate of cellulose consumption varied from
7.14 to 15.20 meq of C (g of cells)-1 h- 1with increasing D.

Carbon conversion to biomass, extracellular proteins, and
free amino acids increased from 1.03 to 4.14 meq of C (g of
cells)-1 h- 1 (Fig. 3) and reached 27.3% of the original carbon
uptake at D = 0.083 h- 1. Most of the carbon used for these
biosyntheses, however, was converted to biomass since regard­
less of D, both extracellular proteins and free amino acids
represented a constant proportion of the original carbon,
around 7.5%.

The cellulose catabolism leading to pyruvate from which
fermentation end products were formed-i.e., acetate, CO2,

extracellular pyruvate, ethanol, and lactate-increased from
5.82 to 10.18 meq of C (g of cells)-1 h- 1 (Fig. 3), yet the
percentage of the entering carbon used for the end product
formation decreased from 81.5 to 67.0% with increasing
growth rate. qacetate and qethanol increased from 2.83 to 4.12
and from 0.97 to 2.55 meq of C (g of cells)-1 h-1, respectively.
However, when expressed as a percentage of qcellulose, the flux
through the acetate pathway decreased from 39.6 to 27.1%,
while through the ethanol production route this percentage
rose from 13.5 to 16.8. qlactate increased only from 0.11 to 0.13
meq of C (g of cells) -1 h-1 and represented a small portion of
the carbon uptake since it dropped from 1.5 to 0.9%. The
specifie rate of extracellular pyruvate formation ranged from
0.02 to 0.04 mmol (g of cells)-1 h-r, and this leak toward the
outside of the cells bottomed out at 0.2% of the carbon uptake.

Another part of the entering carbon flow was directed to­
ward exopolysaccharide synthesis (Fig. 3), which increased
from 0.25 to 0.63 meq of C (g of cells)-1 h-1 and represented
up to 4.2% of the specifie consumption rate of cellulose.

Intracellular pool of hexose phosphate and CoA derivative.
The G6P pool was fueled by the carbon flow from glucokinase
activity and by PGM activity from the G1P pool (Fig. 3). At this
metabolic node, the G6P pool decreased with increasing
growth rate (Table 5), indicating that the turnover of the pool
increased and actually reached 212.3 h- 1 at !Jo = 0.083 h- 1

(Fig. 3). This variation was correlated with the increase of the
carbon flow through glycolysis and biosynthesis metabolic
pathways with higher !Jo. The qG6P increased from 6.86 to 14.32
meq of C (g of cells) -1 h-1 with higher D (Fig. 3); whatever the
D, it represented a mean of 96.0% of the carbon uptake. The
G1P pool rose from 5.71 to 20.12 !Jomol (g of cells)-1 with D
(Table 5) and thus corresponded to a decrease in the turnover
of the pool (Fig. 3). As a result, the G6P/GlP ratio ranged
from 6.48 to 0.56 with increasing !Jo (Table 5).
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TABLE 5. Intracellular metabolite levels of continuous steady-state cultures of C. cellulolyticum

Results obtained at D (h- I ) of":
Parameter

0.014 0.027 0.035 0.041 0.055 0.064 0.076 0.083

G6P" [fLmol (g of cells)-'] 36.98 :!: 1.14 35.76 :!: 0.92 29.98 :!: 0.79 26.31 :!: 0.73 16.64 :!: 0.58 14.28 :!: 0.51 11.29 :!: 0.62 11.24:!: 0.55
Glpb [fLmol (g of cells)-'] 5.71 :!: 0.33 8.01 :!: 0.40 9.65 :!: 0.32 10.99 :!: 0.54 14.16 :!: 0.61 15.96:!: 0.57 18.23 :!: 0.75 20.12:!: 0.68
G6P/G1P ratio 6.48 4.46 3.11 2.39 1.18 0.89 0.62 0.56
Acetyl-CoA [fLmol (g of cells)-'] 2.51 :!: 0.18 2.98 :!: 0.21 3.56:!: 0.23 3.81 :!: 0.25 5.75 :!: 0.39 6.27:!: 0.42 7.06 :!: 0.46 8.37 :!: 0.56
CoN [fLmol (g of cells)-I] 0.48:!: 0.03 0.59:!: 0.04 0.74:!: 0.06 0.87:!: 0.05 1.29:!: 0.09 1.54:!: 0.11 2.12:!:0.14 2.86:!: 0.19
Acetyl-CoNCoA ratio 5.23 5.05 4.81 4.38 4.46 4.07 3.33 2.93

" See Table 2, footnote b.

From the G1P junction, the carbon could be either stored as
glycogen or converted to exopolysaccharide, or it could be
directed more toward glycolysis via PGM (Fig. 3). Whatever
the D, no cellotriose could be detected and G1P was metabo­
lized as exopolysaccharides. With increasingD, the carbon flow
via PGM increased from 4.21 to 8.70 meq of C (g of ceIls)-'
h- " and the percentage of the original carbon flowing through
this metabolic pathway remained quite constant, ranging from
59.0 to 57.2%. qglycogen increased from 0.03 to 0.24 meq of C (g
of ceIls)-1 h- 1 and represented up to 1.6% of the entering
carbon flow. The turnover of the glycogen pool remained low
since it increased from 0.02 to 0.09 times per hour with the
highestD value and was correlated with increasingqpyruva,e and
qbiosynthesis·

The pool of CoA was formed from phosphotransacetylase
and acetaldehyde dehydrogenase, and that of acetyl-CoA was
formed from PFO activity (Fig. 3). At this branch point, the
pools increased with IL and the acetyl-CoNCoA ratio de­
creased slightly, from 5.23 to 2.93 (Table 5). The specific met­
abolic rate of acetyl-CoA ranged from 3.79 to 6.67 meq of C (g
of cells)-l h-" while its turnover decreased from 755.9 to
398.5 times per hour. These facts are associated with (i) reori­
entation of the carbon fluxing through qbiosynlhesis, increasing
from 14.5 to 27.3%, at the expense of qpyruvate' decreasing from
81.5 to 67.0%; and (ii) decrease of the percentage of carbon
flow through the acetate pathway, which was reoriented toward
ethanol in different proportions since carbon conversion to
acetate dropped from 39.6 to 27.1%, while it increased only
from 13.6 to 16.8% through the ethanol pathway.

Enzymatic activities. The effects of IL on specific activities of
the enzymes are compiled in Table 6. In vitro enzyme activities

were higher under conditions giving higher in vivo specifie
production rates. The level of GAPDH rose continuously with
increasing carbon flow, indicating efficient hexose catabolism
during glycolysis; from the lowest to the highest D, the
GAPDH level increased 3.3-fold. From 0.014 to 0.083 h-"
PFO increased 1.7-fold, PTA increased l.4-fold, AK increased
7.1-fold, AADH increased 3.2-fold, and ADH increased 2.9­
fold.

When the flux was expressed as micromoles per milligram
per hour of protein from previously calculated values (Fig. 3),
the ratio R (specific enzyme activity in biomass/metabolic flux)
could be calculated (28). For metabolic pathways leading to
acetate production via PTA and AK, R varied between 22.1
and 23.9 and from 6.9 to 33.6, respectively; with PFO, R was ca.
10.2. Similarly, R for enzymes of the ethanol pathway ranged
from 5.4 to 10.6 and from 14.9 to 18.5 for AADH and ADH,
respectively. However, with the metabolic route through PGM,
this ratio was constant at only ca. 1.2. This indicated that flux
via PGM utilized ail of the available activity of the enzyme.
The specific activity of PGM increased 2.1-fold from lowest to
highest D (Table 6) and was thus correlated with higher spe­
cific metabolic rates. These results mean that the enzyme reg­
ulates activity in the cell to balance the flux from G1P to G6P
whatever the IL. An apparent Km of 0.21 mM for G1P catalyzed
by PGM was calculated from an Eadie-Hofstee plot (17) (data
not shown). By assuming an internai volume of 1.67 ml (g of
celIs)-1 (24), the steady-state internai G1P concentration was
calculated as 3.42 to 12.05 mM (Table 5); these data suggest
that the PGM reaction was zero-order kinetics with respect to
catalyzed substrate, which is in good agreement with the anal­
ysis of metabolic flux. In contrast, the ratio R for the lactate

TABLE 6. Specifie enzymatic activity and flux relative ta available enzyme activity in C. cellulolyticum cell extract at steady-state growth"

Results obtained at D (h- I) of":

Enzyme" 0.014 0.035 0.064 0.083

Mean SEA [flmol min- I
R

Mean SEA [flmol min- ' R
Mean SEA [flmO! min- I

R
Mean SEA [flmo1 min- I

R(mg of protein)-l] ::!: SD (mg of protein)-I] ::!: SD (mg of protein)-I] ::!: SD (mg of protein)-I] ::!: SD

GAPDH (EC 1.2.1.12) 1.13 :!: 0.19 2.37 :!: 0.28 2.82 :!: 0.31 3.81 :!: 0.45
PGM (EC 5.4.2.2) 0.021 :!: 0.006 1.3 0.ü28 :!: 0.008 1.2 0.ü35 :!: 0.013 1.1 0.044 :!: 0.011 1.3
WH (EC 1.1.1.27) 0.13 :!: 0.01 150.6 0.26 :!: 0.03 298.3 0.38 :!: 0.04 402.9 0.43 :!: 0.05 434.2
PFO (EC 1.2.7.1) 0.44:!: 0.04 10.2 0.57:!: 0.06 9.8 0.71 :!: 0.07 10.9 0.74 :!: 0.09 9.8
PTA (EC 2.3.1.8) 0.76:!: 0.08 23.9 0.95 :!: 0.01 23.2 0.99 :!: 0.13 22.8 1.03 :!: 0.14 22.1
AK (EC 2.7.2.1) 0.22 :!: 0.03 6.9 0.46 :!: 0.04 11.3 1.11 :!: 0.15 25.5 1.56 :!: 0.21 33.6
AADH (EC 1.2.1.10) 0.09 :!: 0.01 7.9 0.09 :!: 0.02 5.4 0.24:!: 0.02 10.6 0.29 :!: 0.03 10.2
ADH (EC 1.1.1.1) 0.17 :!: 0.02 15.2 0.25 :!: 0.03 14.9 0.41 :!: 0.04 18.5 0.49 :!: 0.06 17.2

"SEA, specifie aetivity of enzyme; R, ratio of specifie enzymatie aetivity to metabolie flux through the metabolie pathway (see Results).
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formation pathway was always very high, ranging from 150.6 to
434.2. This indicates that the enzyme concentration increases
as catabolic carbon flow increases but was not correlated with
a proportional rise of the specific production rate of lactate;
LDH increased 3.5-fold, from 0.014 to 0.083 h- 1 (Table 6),
while qlactate varied only slightly (Fig. 3).

DISCUSSION

Based on microscopic observations, cellulose fibers were
found to be covered by the microbial cell; such continuous
cultures are generally regarded as cellulose limited (59, 71, 74).
Yet ceIls which adhere to cellulose can also be considered to be
in substrate-sufficient conditions. In fact, soluble sugars liber­
ated from cellulose are the real substrate for growth and are
incorporated by cells as rapidly as they are formed, since no
glucose or cellodextrins could be detected in the supernatant.
It may therefore be possible that bacteria display a metabolism
under or near carbon-sufficient conditions and not carbon­
limited conditions as previously suggested by microscopic ex­
amination. In cellobiose-sufficient conditions, the ATP/ADP
ratios were as high as 7.21 and always higher than 1 (25), while
in cellobiose limitation the ATP/ADP ratios ranged between
0.21 and 0.69 (E. Guedon, M. Desvaux, and H. Petitdemange,
unpublished data). In the cellulose chemostat cultures carried
out, the ATP/ADP ratios ranged from 0.37 to 0.46 and were
always lower than 1 as in carbon-limited chemostats. In cello­
biose limitation, few lactate molecules were produced at low D,
contrary to what was observed in cellobiose-sufficient contin­
uous culture (25). Moreover, on cellulose continuous culture,
the ratios NADH/NAD+ and qNADH produced/qNADH used

dropped as D increased, while in cellobiose-sufficient condi­
tions these ratios rose (25). Ail of these results lead to the
conclusion that the cellulose continuous cultures described
here were performed under carbon limitation; it can thus be
maintained that the chemostats were cellulose-limited contin­
uous cultures.

In such conditions, the cellulose catabolism of C. cellulolyti­
cum led to an acetate-ethanol fermentation maximizing ATP
production. Concerning the distribution of the fluxes through­
out the metabolic network, at least 94.2% of the carbon flow
was used for generation of energy and biosynthetic precursors;
the remaining carbon was converted to glycogen and exopo­
lysaccharides. The proportion of carbon flowing through G6P
remained quite constant regardless of D but dilIered between
qbiosynthesis and qpyruvate as fJ.. increased; more of the carbon
uptake was directed toward biosynthesis pathways at high D
values than at lower ones. Regardless of D, extracellular pro­
teins and free amino acids represented around 7.5% of the
entering carbon. The carbon flow was always directed mainly
toward acetate production, which represented a minimum of
27.1% of the original carbon at the highest fJ... Yet the carbon
from glycolysis directed through biosynthesis and ethanol in-

creased to 27.3 and 16.8%, respectively, at D = 0.083 h- 1
•

Theorical calculation suggest on the one hand that with Tricho­
derma reesei used as a model, optimal growth of a cellulolytic
anaerobe requires major allocation of ATP toward cellulase
biosynthesis (70) and on the other hand that with low ATP
production per mole of hexose equivalent, most of the carbon
source is used for the generation of energy (57). From lowest
to highest D, C. cellulolyticum diverted 7.8 to 21.6% of the
cellulose to cell carbon, whereas 81.3 to 66.7% was used for
ATP production.

On cellulose, G6P-G1P was an important branch point since
the longer the soluble I)-glucan uptake period is, the more G1P
will be generated. The ratio of PGM specific activity to qPGM

(close to 1) reflected the precision of the control exerted by this
enzyme on the partition of the flux at this junction (28), where
the conversion of G1P to G6P feeds further the Embden­
Meyerhof pathway. A high R indicates that the fluxes are
determined by the concentration of substrate available in the
pool rather than the enzyme activity (28). However, intracel­
lular concentrations of substrates, products, cofactors, or ef­
fector molecules as well as intracellular ionic strength, redox
potential, or pH could influence the partition and regulation of
flux at each step in the central metabolic pathways (28). In
vitro enzyme assays could then dilIer from in vivo conditions,
and the significance of a low R could be more difficult to
establish. Control of the PGM pathway by the amount of PGM
was reinforced by the finding that Km was more than 10-fold
lower than the lowest intracellular G1P concentration deter­
mined. With higher D, the flow through glycolysis and biosyn­
thesis increased, as did G6P turnover. The G1P pool, however,
increased because the proportion of carbon flowing via PGM
did not vary as much. G1P was thus directed toward exopoly­
saccharide formation, which reached a maximum of 4.2% of
the original carbon uptake. The proportion of the flow through
glycogen synthesis increased as weil and represented up to
1.6% of the entering carbon flow. Here, glycogen turnover
increased with D but remained low (maximum of 0.09 h- 1

),

while the glycogen pool increased up to 108.7 mg (g of cells)-l
at 0.035 h- 1 and then slowly decreased; glycogen biosynthesis
could be adjusted as a function of the carbon flow. At the
G1P-G6P branch point, the flux partitioning was then stabi­
lized via PGM while the carbon surplus was dissipated by
exopolysaccharide and intracellular glycogen synthesis. In fact,
the percentage of G1P converted to G6P via PGM remained
constant at around 93.7%, whereas the proportion of G1P
converted to glycogen increased from 0.7 to 2.6% between D =
0.014 and 0.083 h-1. In the same time, exopolysaccharide rep­
resented around 5.3% of the G1P produced. These produc­
tions seem to bulIer the increasing carbon flow from G1P,
which could not be metabolized via PGM. On cellulose-limited
chemostat cultures, carbon excess at this branch point was
limited compared to ammonium-limited chemostat culture
performed on cellobiose (which corresponded to an uncou-

FIG. 3. Distribution of carbon flux within the central metabolic pathways based on steady-state kinetics from continuous cultures of C.
ce/lulolyticum grown on cellulose at D = 0.014,0.035,0.064, and 0.083 h- 1• Carbon flow (-+) and turnover (<» were calculated as specified in
Materials and Methods and according to the values in Tables 1 and 2. Fluxes through metabolic pathways are expressed as millequivalents of C
per gram of cells per hour and are indicated by thin lines where numbers in parentheses refer to step numbers in Table 1. Turnover per hour is
indicated by a thin line connected to a box with a rolling circle symbolizing the turnover of the pool.
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TABLE 7. Kinetic and growth parameters of various species of cellulolytic bacteria determined in continuous cultures·

Bacterial strain Substrate k (h- 1)
m (mmol of hexose eq ~ (gofcells Reference

[g of cellsr 1 h- 1) [mol of hexose eq]-l

Clostridium cellulolyticum ATCC 35319 MN301 0.05 0.9 50.5 This study
Cellobiose O.çt> 36.2b 25

C. thermocellum ATCC 27405 Avicel 0.17b ND 24.3b 37
Fibrobacter succinogenes 585 Sigmacell20 0.09" 0.3b,c 56.7b 73
Ruminococcus albus 7 Avicel 0.05 0.6b 20.1b 47
R. flavefaciens FD1 Sigmacell20 0.11 OAb 38.çt> 75

• k is the rate constant of cellulose degradation; m is the growth maintenance coefficient; yrnx% is the true growth yield. ND, not determined.
b Calculated from previously reported data.
c Average of previously reported data.

pling between catabolism and anabolism), where exopolysac­
charides and glycogen could represent up to 16.0 and 21.4%,
respectively, of the specifie rate of carbon consumed and where
cellotriose was detected extracellularly (22). Glycogen was syn­
thesized even in carbon-limited conditions and was present at
all dilution rates. Such observations parallel those for Fi­
brobacter succinogenes, for which futile cycling of glycogen was
reported (18, 38). These results could suggest that glycogen
biosynthesis in cellulolytic bacteria in involved in carbon flow
regulation (7) rather than in prolonging cell viability by pro­
viding energy storage (54) as for sporogenesis (49). Such a
cycle could also be considered an energy-wasting reaction, as
suggested by use of the term "futile cycle" for glycogen me­
tabolism in Fibrobacter; however, here cellulose-fed continuous
cultures were energy-limited cultures which do not normally
waste ATP (57).

The flow of carbon was facilitated by the increase of specific
enzymatic activity as fL increased. The fact that metabolic
fluxes were much less than the available enzyme activities (ex­
cept for PGM as specified above) indicated that specific en­
zyme activities were limited by the supply of substrate. The
decline of acetyl-CoA turnover was corroborated by the anal­
ysis of metabolic flux distribution; the percentage of the carbon
flowing through PFO diminished as D increased and the flux
was directed away from acetate production. The acetyl-CoN
CoA ratio decreased and paralleled the decline of the ratios
H 2/C02 and qNADH produced/qNADH used' These results are in
agreement with the model of Decker et al. (11, 66) for the
regulation of NADH-fd reductase activities which, through the
consumption of NADH, direct the fluxes of metabolites in the
direction of acetate for ATP production. On cellulose, the cells
manage to maintain an equilibrated electron balance through
the hydrogenase NADH-fd reductase activities and the ethanol
pathway as indicated by the OIR index (23,24). The pyruvate
and acetyl-CoA branch points were parts of an independent
two-node metabolic network (60). From acetyl-CoA, the main
end product formed was acetate, but partitioning of the flux
was modified in favor of ethanol production as D increased.
Pyruvate was catabolized mainly via PFO. Whatever the D, the
extracellular pyruvate formation rate was low and was corre­
lated with the low lactate production which, moreover, repre­
sented less and less of the qpyruvale; the specific formation rates
of both lactate and extracellular pyruvate represented a max­
imum of 1.8% of the original carbon uptake. Thus, whatever
the D, there was no competition between PFO and LDH for
the carbon flowing from glycolysis, contrary to what was ob-

served on soluble sugar (24, 25). On cellobiose, lactate and
extracellular pyruvate levels rose with increasing specific rates
of consumed hexose higher than 2.82 mmol (g of cells)-I h- I

(24), while on cellulose qhcxose reached a maximum of 2.53
mmol (g of cells)-I h- I.

The mATP obtained on cellulose, Le., 2.9 mmol of ATP/g of
cells/h, was very close to that obtained on cellobiose (r =
0.923), i.e., 2.2 mmol of ATP/g of cells/h; as well, the true
energetic yield on cellobiose was 28.4 g of biomass per mol of
ATP, near the ~-rP of 30.3 g of biomass per mol of ATP
obtained on cellulose (values for the cellobiose-limited chemo­
stat calculation were taken from a previous report 24). As for
the true growth yield, the ~/:'s" determined on cellobiose was
lower than that on cellulose (Table 7). From statistical analysis
of the Pirt plots, following regression analysis and Student t
test (9) of the data, the maximum true growth yields were
significantly different. This indicated a benefit for cells when
grown on cellulose since a higher biomass could be reached for
the same hexose equivalent quantity consumed. Such a result is
consistent with the mechanism of carbohydrate uptake de­
scribed by Strobel et al. (62), which is an energy-efficient trans­
port system of soluble cellodextrins released from cellulolysis.

This investigation has also allowed characterization of the
cellulose degradation properties of C. cellulolyticum from the
consistent data summarized in Table 7. Our data were com­
piled along with those of other chemostat cultures performed
with cellulose as described in the current literature. R. albus
and C. cellulolyticum appear to be the bacteria with the lowest
first-order cellulose hydrolysis rate constant; it is 3.4 times
lower than that of C. thennocellum, which is the highest one so
far determined, 0.17 h -1. Although a high cellulose degrada­
tion rate is often regarded as a general feature of thermophilic
microorganisms relative to mesophilic species (37), such a dif­
ference in the rate constant of cellulose degradation could also
result from the difference in cellulasic substrates used; in fact,
the relative crystallinity index, porosity, allomorphs, capillary
or gross surface area of the cellulose used could result in
different kinetics of cellulose degradation (72, 73). Thus, the
comparison of rate constant of cellulose digestion should not
be overinterpreted, a caveat which points out the necessity of
standardization of cellulose substrates used in such studies for
further direct comparison. The true growth yield is among the
highest reported, Le., 50.5 g of cells/mol of hexose eq (Table 7).
The growth maintenance coefficient reported in the literature
couId not be truly comparable since the rate of consumed
hexose required for maintenance is related to the metabolic
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pathway which allowed the ATP production (57, 61, 65). Since
the catabolic networks vary among the reported bacterial spe­
cies (Table 7), differences in m values could be attributed to
ATP generating a more or less efficient pathway that thus
requires more or less hexose equivalents but can generate the
same quantity of ATP per gram of cells per hour. Thus, com­
parison of mATP between cellulolytic bacteria would be more
informative for evaluating the energy maintenance require­
ment.

The first step in investigating C. cellulolyticum metabolism
was the use of a chemostat technique which leads to the accu­
mulation of NADH (48). The use of a minerai salt-based
medium permitted the induction of different metabolic regu­
latory responses and better control of the carbon and electron
f10ws (24). Such findings led to the hypothesis of growth
adapted to nutrient-poor conditions (23). These studies, how­
ever, were performed with soluble sugars, which facilitated
study of the bacterial metabolism of cellulolytic bacteria. The
next step was therefore investigation of the physiology of this
microorganism on an insoluble substrate, more closely related
to the natural ecological niche. In the present work with cel­
lulose-limited continuous culture, no accumulation of NADH
was observed and pyruvate overflow as high as on cellobiose
chemostats did not occur (24). The insolubility and resistance
of the cellulose to enzymatic hydrolysis physically prevents
pyruvate overflow since fLmax and carbon f10w are inevitably
lower than with a soluble substrate (24). Thus, on cellobiose­
limited chemostats, sorne metabolic regulation such as the shift
from acetate-ethanol fermentation to lactate-ethanol fermen­
tation at high catabolic rates should be interpreted as a dereg­
ulation of the metabolism attributed to the growth of C. cellu­
lolyticum on soluble sugars which represent conditions far from
the physical nature of the cellulose. In cellulose continuous
cultures, compared to cellobiose chemostats, a second regula­
tion of the entering carbon was introduced by the depolymer­
ization of the insoluble substrate into soluble sugars readily
metabolized by bacteria for growth. This limitation led to a
lower maximum specific growth rate reached on cellulose than
on cellobiose; in turn, pyruvate leakage was limited. The ob­
servations with cellobiose chemostats should be interpreted as
laboratory artifacts due to culture conditions far fram those in
which this bacterium has evolved in nature and emphasizes
that the efficiency of catabolism is related to the degradative
property of the bacterial cellulosome. In the course of evolu­
tion, the catabolic pathways are optimized as a function of the
carbon f10wing from cellulase activities and are not adapted to
higher catabolic rates as in other clostridial bacteria (43). C.
cellulolyticum appeared, therefore, weil adapted and even re­
stricted to a low carbon f1ow, which is characteristic of growth
on its natural substrate, cellulose.
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Les cultures continues sur cellulose et sur cellobiose en conditions de carbone limitant

présentent les caractéristiques suivantes (Guedon et al., 1999b) :

• des rapports ATP/ADP inférieurs à 1,

• une production de lactate réduite aux faibles vitesses spécifiques de croissance,

• des rapports NADH/NAD+ et lfr.lADH produiJ lfr.lADH utilisé qui diminuent lorsque le taux de

dilution augmente,

Sur cellulose l'embranchement entre le G1P et le G6P prend toute son importance puisque plus

la cellodextrine soluble incorporée est longue, plus il y a de G1P généré. Le G1P se répartit entre les

voies de formation du glycogène, des exopolysaccharides ou encore vers la glycolyse via la

phosphoglucomutase (PGM). Au point de branchement du G1P-G6P, la PGM stabilise la proportion du

flux carboné dirigée vers les biosynthèses et la formation des catabolites. Le surplus de carbone est

quant à lui dissipé vers la formation d'exopolysaccharides ou stocké de façon transitoire sous forme de

glycogène. La biosynthèse du glycogène est ajustée en fonction des besoins cellulaires et la PGM

contrôle la partition du flux carboné vers la glycolyse. La proportion de carbone traversant la

phosphoglucomutase reste d'environ 59% quel que soit le taux de dilution.

L'analyse du flux métabolique a montré que la proportion de carbone dirigé vers le G6P reste

relativement constante quelle que soit la vitesse spécifique de croissance. Par contre une réorientation

du flux carboné entre le (ft,iosynthèse et le qpyruvate s'opère. Le flux est majoritairement dirigé vers la

formation de l'acétate au faible J1 mais il se réoriente vers la production d'éthanol lorsque le J1

augmente. Dans toutes les conditions de croissance, l'acétate et l'éthanol étaient les produits

primaires majeurs du catabolisme. Contrairement à ce qui se passe dans une culture sur cellobiose

(Guedon et al., 1999b), la PFO et la LDH n'entrent pas en compétition pour le flux carboné issu de la

glycolyse et aucun basculement métabolique d'une fermentation acétate-éthanol à une fermentation

lactate-éthanol n'a été observé. Les YA~~x et mATP sont très semblables à ceux obtenus précédemment

sur cellobiose ce qui indique que les besoins énergétiques pour les cellules sont équivalents pour ces

deux substrats. Par contre le Yx/~x déterminé sur cellobiose est plus faible que celui obtenu sur

cellulose ; ceci indique qu'une croissance sur cellulose permet d'atteindre une biomasse plus

importante pour la même quantité d'hexoses équivalents consommés. Ce résultat s'expliquerait par le

mécanisme de transport et d'assimilation des glucides solubles issus de la cellulose proposés par

Strobel et al. (1995).
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Les résultats de l'étude du métabolisme de la cellulose obtenus chez C/ostndium ce//u/o/yticum

sont difficilement comparables à ceux des autres bactéries cellulolytiques jusqu'ici cultivées en culture

continue sur cellulose puisque:

• les rendements énergétiques (l'ATP) et les maintenances énergétiques (mATP) n'ont

jamais été déterminées. Les rendements de croissance (Yx/s) et les maintenances (m)

exprimées en mmol d'hexoses équivalents par gramme de biomasse et par heure sont

quant à eux peu informatifs lorsqu'ils sont comparés entre différents micro-organismes

puisqu'ils sont directement reliés aux voies métaboliques impliquées dans la production

d'ATP, la consommation en substrat ne reflétant donc pas réellement les besoins

énergétiques cellulaires.

• les taux de dégradation de la cellulose ayant été déterminés sur diverses celluloses

commerciales ; les différences observées peuvent donc être dues à des différences de

pourcentage de cristallinité, de type de réseau cristallin, de porosité ou encore de surface

accessible des fibres de cellulose (Fields et al., 2000 ; Weimer et al., 1990, 1991a).

L'absence d'excrétion importante de pyruvate et de lactate indique que le flux carboné est

mieux contrôlé sur cellulose que sur cellobiose et serait attribuée à la limitation du flux carboné

entrant. En effet, une régulation supplémentaire du flux carboné est introduite sur cellulose par la

nécessité d'hydrolyse du substrat insoluble en glucides solubles incorporables par la cellule.
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Les résultats obtenus au cours de cultures continues de C/ostridium ce//u/o/yticum dans des

conditions de saturation de cellobiose sont différents de ceux obtenus en limitation de carbone

(Guedon et al., 1999b, 2000b). Alors que le flux électronique était orienté vers l'alcool

déshydrogénase aux taux de dilution élevés en cellobiose limitant, celui-ci alimentait principalement la

voie NADH-Fd oxydoréductase et de l'hydrogénase en saturation de substrats. Le rapport H2IC02

augmentait tandis que la vitesse spécifique de formation de l'éthanol était stabilisée. Le flux carboné

était donc essentiellement orienté vers l'acétate et peu de lactate était formé. Cette diminution de la

production de lactate aux taux de dilution élevés s'accompagnait d'une excrétion de pyruvate limitée

dans le surnageant de culture. La très faible production de lactate par C/ostridium ce//u/o/yticum serait

le résultat d'un détournement du flux carboné entrant vers les exopolysaccharides. Cette étude

montrait que cette bactérie était capable de contrôler les flux de carbone et d'électrons dans un milieu

synthétique aussi bien lorsque le cellobiose est disponible en quantité limitante qu'en quantité

saturante; ceci confère à cette bactérie une certaine flexibilité métabolique compatible avec le modèle

précédemment établi de croissance sur cellulose (Gehin et al., 1996a ; Gelhaye et al., 1993b, 1993c),

où l'adhésion et la colonisation correspondent à un excès de carbone suivi du relargage des cellules

qui correspond à une situation de limitation en substrat carboné (Guedon et al., 1999b, 2000b).

Contrairement à ce qui avait été longtemps accepté, l'étude précédente a montré que

l'utilisation d'un glucide soluble issu de la cellulolyse, tel que le cellobiose, ne mime pas réellement le

métabolisme d'une bactérie cellulolytique sur cellulose (Desvaux et al., 2001b). Chez C/ostridium

ce//u/o/yticum, le flux carboné entrant est contrôlé par l'activité des cellulases du cellulosome ce qui

permet à la cellule de mieux réguler son métabolisme sur cellulose comme l'indique l'absence de

basculement métabolique, d'une fermentation acétate-éthanol à une fermentation éthanol-lactate,

associé à une excrétion de pyruvate comme cela était observé sur cellobiose en conditions de carbone

limitant (Desvaux et al., 2001b ; Guedon et al., 1999b). Le cellobiose étant une cellodextrine soluble,

son utilisation comme seule et unique source de carbone et d'énergie shunte complètement le

cellulosome. Ainsi, certaines régulations observées sur ce substrat soluble devraient plutôt être

interprétées comme des dérégulations du métabolisme. Au cours de l'évolution, les voies cataboliques

de C/ostridium ce//u/o/yticum ont vraisemblablement été optimisées en fonction du flux carboné issu

des activités cellulasiques et ne sont donc pas adaptées à des flux cataboliques plus élevés comme
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chez les autres c10stridia saccharolytiques tels que C/ostridium acetobuty/icum/ C/ostridium butyricum

ou encore C/ostridium pasteurianum (Desvaux et al., 2001b ; Mitchell, 1998).

Afin de vérifier dans quelle mesure les résultats obtenus précédemment sur cellobiose sont

transposables sur cellulose, des cultures continues en conditions de saturation de cellulose ont été

effectuées.

Les résultats de cette étude ont conduit à la publication d'un article dans la revue App/ied and

Environmenta/ Microbi%gy : "Kinetics and metabolism of cellulose degradation at high substrate

concentrations in steady-state continuous cultures of C/ostridium ce//u/o/yticum on a chemically

defined medium." 2001, 67 : 3837-3845.
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The hydrolysis and fermentation of insoluble cellulose were investigated using continuous cultures of
Clostridium ceUulolyticum with increasing amounts of carbon substrate. At a dilution rate (D) of 0.048 h-l,
biomass formation increased proportionately to the cellulose concentration provided by the feed reservoir, but
at and above 7.6 g of cellulose liter- l the cell density at steady state leveled off. The percentage of cellulose
degradation declined from 32.3 to 8.3 with 1.9 and 27.0 g of cellulose liter-l, respectively, while cellodextrin
accumulation rose and represented up to 4.0% of the original carbon consumed. The shift from cellulose­
limited to cellulose-sufficient conditions was accompanied by an increase of both the acetate/ethanol ratio and
lactate biosynthesis. A kinetics study of C. ceUulolyticum metabolism in cellulose saturation was performed by
varying D with 18.1 g of cellulose liter- l

• Compared to cellulose limitation (M. Desvaux, E. Guedon, and H.
Petitdemange, J. Bacteriol. 183:119-130, 2001), in cellulose-sufficient continuous culture (i) the ATP/ADP,
NADHlNAD+, and qNADH produced/qNADH used ratios were higher and were related to a more active catabolism,
(ii) the acetate/ethanol ratio increased while the lactate production decreased as D rose, and (iii) the maximum
growth yield (YX/~X) (40.6 g of biomass per mol of hexose equivalent) and the maximum energetic yield (~;~)

(19.4 g of biomass per mol ofATP) were lowered. C. ceUulolyticum was then able to regulate and optimize carbon
metabolism under cellulose-saturated conditions. However, the facts that some catabolized hexose and hence
ATP were no longer associated with biomass production with a cellulose excess and that concomitantly lactate
production and pyruvate leakage rose suggest the accumulation of an intracellular inhibitory compound(s),
which couId further explain the establishment of steady-state continuous cultures under conditions of excesses
of ail nutrients. The following differences were found between growth on cellulose in this study and growth
under cellobiose-sufficient conditions (E. Guedon, S. Payot, M. Desvaux, and H. Petitdemange, Biotechnol.
Bioeng. 67:327-335,2000): (i) while with cellobiose, a carbon flow into the cell of as high as 5.14 mmol of hexose
equivalent g of cellÇI h- 1 could be reached, the maximum entering carbon flow obtained here on cellulose was
2.91 mmol of hexose equivalent g of cells-1 h-1

; (ii) while the NADH/NAD+ ratio could reach 1.51 on
cellobiose, it was always lower than 1 on cellulose; and (iii) while a high proportion of cellobiose was directed
towards exopolysaccharide, extracellular protein, and free amino acid excretions, these overflows were more
limited under cellulose-excess conditions. Such differences were related to the carbon consumption rate, which
was higher on cellobiose than on cellulose.

Cellulose is the most abundantly produced biopolymer on
earth (5, 28). Due to its recalcitrant, durable nature, cellulose
accumulates in terrestrial environments, where a variety of
cellulolytic microorganism, existing in virtually every niche and
dime, decompose it (4, 28, 29). Around 5 to 10% of cellulasic
materials are degraded anaerobically, and the final products
released during fermentation are methane and carbon dioxide
(28,51); among cellulolytic bacteria, dostridia play an impor­
tant raIe in such processes (28).

Clostridium cellulolyticum, a nonruminal, strictly anaerobic,
cellulolytic bacterium (45), digests cellulose through the cellu­
losome (43). This extracellular multienzymatic complex is com­
posed of a variety of cellulases organized around a scaffolding
protein called CipC (6, 41, 42). The cellulosomes are found at

* Corresponding author. Mailing address: Laboratoire de Biochimie
des Bactéries Gram +, Domaine Scientifique Victor Grignard, Uni­
versité Henri Poincaré, Faculté des Sciences, BP 239, 54506 Vandoeu­
vre-lès-Nancy Cédex, France. Phone: 33 3 83 91 20 53. Fax: 33 3 83 91
25 50. E-mail: hpetitde@lcb.uhp-nancy.fr.
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the surface of the cells and allow both adhesion and efficient
degradative activity against the cellulose fibers (3, 8).

Using cellobiose, which is one of the soluble cellodextrins
released during cellulolysis, major differences in the regulation
of the carbon f10w between carbon-limited and carbon-suffi­
cient continuous cultures have been reported (19, 20). As the
dilution rate increases, in cellobiose-limited chemostats the
metabolic pathways towards ethanol and lactate contribute to
balance the reducing equivalents supplied by acetate formation
(19), while under cellobiose-saturated conditions (20) the re­
dox balance is essentially maintained by NADH-ferredoxin
(NADH-Fd) reductase-hydragenase and ethanol dehydroge­
nase activities and the carbon f10w is equilibrated by three
overfiows, i.e., exopolysaccharide, extracellular protein, and
amino acid excretions.

Using a substrate more dosely related to the natural eco­
system of the bacterium, recent investigations with cellulose­
limited chemostats (11) have indicated that there is neither a
shift from an acetate-ethanol fermentation to a lactate-ethanol
fermentation nor pyruvate overfiow at high catabolic rates as
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TABLE 1. Calculations for flux analysis during cellulose·excess fermentation by C. cellulolyticum in chemostat culture

Carbon flow" Equationb

qcellulosc (Ccellulose/X) X D
qcellobiosc (Ccellobiose/X) X D
qcellotriosc ...............................................•........................................................................••.. (Ccellotriose/X) X D
qlactatc (Clactate/X) X D
qacctate (Cacetate/X) X D
qethano! (Cethanot!X) XD

::::::~:.~:.:::~~:::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::tf~:~1~:::a~~:~~::~mino acid + Cprotein)lX] XD

qpyruvate ········· .. ······· .. ·· ···· .. ····· ·· .. ···· .. · .. ·qacetate + qethanol + qlactate + qextracellular pyruvate + qcarbon dioxide

:~:;.~-.~.~~.:::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::Ô~63a~;ce~:::::OI
qGIP towards cellobiose 1/2 X qcellobiose

qGIP towards cellotriose .. ············································ 2/3 X qcellotriose

qGIP towards cellodextrin··········· .. ····· .. ························· ·.qOlP towards cellobiose + qGIP towards cellotrioseqglucose 0.37 Xqcellulose
qccllodextrin qcellobiose + qcellotriose

ql3-g1ucan towards cellobiosc······ .. ········ ···························· 1/2 X qcellobiose

ql3-glucan towards cellotriosc 1/3 X qcellotriose

ql3-glucan towards cellodextrin ··························· .. ···········q13~glucan towards cellobiose + q13~glucan towards cellotriose

q06p·················· .. ······ .. ······ .. ················· ········· .. ···········qbiosynthesis + qpyruvate

::::;:~l.~:~~~~.::.:::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::::1ë::':e~iX)~D
qexopolysaccharide · .. · .. ·············· .. ·······•·············· ·······qOlP - qphosphoglucomutase - qglycogen - qcellodextrin

a Carbon flows are diagrammed in Fig. 1.
b C is the concentration in meqC liter-lof compound produced or consumed; X is the biomass concentration expressed as grams Iiter-1; D is the dilution rate in

hour- 1; and q is the specifie metabolic rate in meqC gram of cells- 1 hour- I•

previously observed on cellobiose (18, 19). Thus, with this
culture condition, C. cellulolyticum appeared weil adapted and
even restricted to a cellulolytic lifestyle (11, 12). In its natural
biota, however, growth under carbon-sufficient conditions is
undoubtedly experienced by bacteria and probably more fre­
quently than carbon limitation, since cellulose accumulates in
environments (4, 5).

The aim of the present study, then, was to investigate kinet­
ically the C. cellulolyticum fermentation under carbon-satu­
rated conditions by using continuous culture analysis with cel-

luiose and a minerai salt-based medium, which are more
closely related to the natural ecosystem of the bacterium (11,
19).

MATERIALS AND METHODS

Organism and growth conditions. C. ce/lulolyticum ATCC 35319 (45) was
cultured as previously reported (10) on a defined medium (19) containing cel­
lulose MN301 (Macherey-Nagel, Düren, Gerrnany) at various concentrations as
specified in Results. Ali experiments in segmented gas-Iiquid continuous culture
(49) were performed in a 1.5-liter-working-volume fermentor (LSL Biolafille, St.

TABLE 2. Fermentation parameters from continuous culture of C. cellulolyticum with increasing concentrations of cellulose at a D value
of 0.048 h- I

Results· obtained with a cellulose concn (g Iiter- 1) of:
Parameter (unit)

1.9 3.8 7.6 14.4 27.0

Biomass (g liter- I) 0.095 :':: 0.008 0.195 :':: 0.017 0.212 :':: 0.023 0.297 :':: 0.031 0.294 :':: 0.033
Consumed cellulose (mM hexose eq) 3.7:':: 0.2 7.7:':: 0.3 9.7:':: 0.5 14.3 :':: 0.8 13.9:':: 0.7
qcellulose (mmol g of cellçl h- I) 1.87 1.89 2.21 2.31 2.26
Acetate (mM) 3.50:':: 0.13 7.59:':: 0.21 10.59:':: 0.37 17.03 :':: 0.55 16.04 :':: 0.57
Ethanol (mM) 1.73 :':: 0.07 3.34:':: 0.11 3.64:':: 0.14 4.29:':: 0.17 4.15 :':: 0.13
Lactate (mM) 0.05 :':: 0.01 0.13 :':: 0.01 0.62:':: 0.03 0.56:':: 0.02 0.75:':: 0.03
Extracellular pyruvate (fLM) 11.4 :':: 0.7 33.3:':: 1.8 161.6:!: 9.1 179.2:!: 8.5 194.6:':: 10.2
Glycogen (mg g of cellÇI) 99.1 :':: 3.7 102.3:':: 3.1 55.6:':: 1.9 61.4:':: 2.5 62.7 ± 2.2
Cellobiose (mM) NDb ND 0.08:':: 0.02 0.15 :':: 0.02 0.17 ± 0.05
Cellotriose (mM) ND ND 0.04:':: 0.01 0.06:':: 0.02 om :':: 0.01
Extracellular proteins (mg liter- 1

) 8.4 :':: 0.5 14.1 :':: 0.7 9.9 ± 0.4 6.1:':: 0.3 7.6 :':: 0.3
Free amino acids (mg liter- I) 33.0 :':: 1.7 62.4 :':: 3.9 77.7:':: 4.2 118.1 :!: 5.7 112.4 :':: 6.1
Yx/s (g of cells mol of hexose eq-I) 25.6 25.4 21.8 20.8 21.2
YATP (g of cells mol of ATP eq-I) 11.2 10.8 8.6 7.9 8.2
qATP (mmol g of cells- I h- 1

) 4.27 4.43 5.56 6.08 5.84
Carbon recovery (%) 95.3 95.5 97.4 96.8 96.1

a Values are the averages for samples at steady state :!: standard deviations. Values without standard deviations were deterrnined with an average accuracy of :!: 10%.
b ND, not detectable.
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TABLE 3. Fermentation parameters from continuous steady-state culturesa of C. cellulolyticum under cellulose-sufficient conditions

Resultsb obtained at a D value (h- 1) of:
Parameter (unit)

0.026 0.051 0.061 0.080

Biomass (g liter- I) 0.367 ± 0.034 0.266 ± 0.023 0.205 ± 0.019 0.161 ± 0.012
Consumed cellulose (mM hexose eq) 23.3 ± 1.1 12.2 ± 0.6 8.5 ± 0.4 5.95 ± 0.3
qccllulosc (mmol g of cellÇI h- I

) 1.65 2.33 2.53 2.91
Product yield (%) of qpyruvatc

76.6 78.0Acetate 70.8 75.5
Ethanol 24.1 21.2 20.8 20.5
Lactate 5.2 3.3 2.6 1.5
Extracellular pyruvate 0.8 0.5 0.4 0.3

qpyruvatc (mmol g of cells - 1 h -1) 2.68 3.55 3.67 4.02
Glycogen (mg g of cellÇI) 52.3 ± 1.7 63.6 ± 2.3 95.4 ± 3.5 81.2 ± 2.8
Cellobiose (mM) 0.24 ± 0.09 0.10 ± 0.04 0.07 ± 0.02 Noe
Cellotriose (mM) 0.11 ± 0.05 0.05 ± 0.02 0.03 ± 0.01 ND
Extracellular proteins (mg liter- I) 13.9 ± 0.7 6.2 ± 0.4 4.4 ± 0.3 2.2 ± 0.1
Free amino acids (mg liter- I) 190.6 ± 8.5 104.9 ± 5.9 62.9 ± 3.7 47.1 ± 2.1
Yx/s (g of cells mol of hexose eq-I) 15.8 21.9 24.1 27.5
Carbon recovery (%) 97.4 96.7 93.5 92.9

a The cellulose input was 1.81% (wt/vol), and ammonium was at 15.13 mM.
b Values are the averages for samples at steady state :!: standard deviations. Values without standard deviations were determined with an average accuracy of :!:10%.
eND, not detectable.

Germain en Laye, France) at 34°C and pH 7.2 and monitored as previously
indicated (11).

Analytical procedures. Biomass, cellulose concentration, gas analysis, extra­
cellular protein, amino acid, glucose, soluble cellodextrins, glycogen, acetate,
ethanol, lactate, and extracellular pyruvate were determined as described previ­
ously (10, li, 17).

The percentage of cells that were nonadherent to cellulose fibers was deter­
mined by vacuum filtration through 3-lJom-pore-size polycarbonate membrane
(Millipore, Molsheim, France) as described by Wells et al. (50).

The intracellular compounds NAD+, NADH, ATP, ADP, AMP, glucose-l­
phosphate (GIP), and glucose-6-phosphate (G6P) and the enzymes glyceralde­
hyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) (EC 1.2.1.12), pyruvate-Fd oxi­
doreductase (PFO) (EC 1.2.7.1), lactate dehydrogenase (LDH) (EC 1.1.1.27),
acetate kinase (AK) (EC 2.7.2.1), and alcohol dehydrogenase (ADH) (EC
1.1.1.1) were extracted and assayed as reported previously (11,17).

Calculations. The metabolic pathways and equations for cellulose fermenta·
tion by C. cellulolyticum (expressed as n hexose equivalents [hexose eql, corre·
sponding to n glucose residues of the cellulose chain) were reported previously
(10, 11).

The specific rate of hexose residue fermentation (qccllulose) and the specifie

rates of product formation (qacetate, qethanoh qextracclJular pyruvate' qlaCtatel and
qpyruvatc) are expressed in millimoles per gram of cells per hour and were
calculated as indicated previously (11). qNADH pruduccd and qNADH "",d are the
specific rates of NADH production and NADH consumption, respectively, in
millimoles per gram of cells per hour and were calculated as follows: qNADH

produced = qpyruvatcl and qNADH used = 2 qethanol + qlactatc' qNADH.Fd was the
specific rate of H2 production via the NADH-Fd-H2 path and corresponded to

qNADH produccd - qNADH used'

The molar growth yield (Yx/s) was expressed in grams of cells per mole of
hexose eq fermented. The energetic yield of biomass (YATP) was expressed in
grams of cells per mole of ATP produced and calculated as described previously
(11): YATP = concentrationbiomassf(1.94 concentrationacctate + 0.94 concentra­
tionethanol + 0.94 concentrationlactate + 0.94 concentrationextracellular pyruvate)'

The specifie rate of ATP generation (qATP) was expressed in millimoles per gram
of cells per hour and calculated by the following equation (11): qATP = 1.94

qacetate + 0.94 qethanol + 0.94 q'actate+ 0.94 qextracellular pyruvate. The energetic
efficiency (ATP-Eff) corresponding to the ATP generation in cellulose catabo­
lism is given by the ratio of qATP to qccllu'= (11).

A Pirt plot was used for the determination of the maximum yield (ymax) and
the maintenance coefficient (m) (46). The energetic charge and oxidation/reduc­
tion index (OIR) were calculated as described by Gottschalk (22). The first-order
rate constant of cellulose removal was determined with the equation established
by Pavlostathis et al. (44) as described previously (11).

Determination of the distribution of the carbon flow by stoichiometric flux
analysis (9) was done by adapting the model developed by Holms (26) to C.
cellulolyticum metabolism as depicted in Fig.!. For further direct calculation of

the carbon flow at steady state through each enzyme of the known metabolic
pathways, the fluxes were expressed in milliequivalents of carbon (meqC) per
gram of cells per hour and calculated as indicated in Table 1.

The turnover of a pool (hours- I) corresponded to the rate of input or output
divided by the pool size, which is then the number of times that the pool turns
over every hour (27). R is the ratio of the specific emyme activity to metabolic
flux (li, 27).

RESULTS

C. cellulolyticum continuous culture with increasing concen­
trations of cellulose. C. cellulolyticum was grown on cellulose in
independent mns using a segmented gas-liquid continuous cul­
ture device at a dilution rate of 0.048 h- 1 with substrate con­
centrations ranging from 1.9 to 27.0 g liter- 1 (Table 2). With
increasing amounts of substrate, the concentration of con­
sumed cellulose rose, but at above 7.6 g liter- 1 (i.e., 47.0 mM
hexose eq) the concentration of consumed cellulose stagnated
at 13.9 to 14.3 mM hexose eq (Table 2). The biomass concen­
tration at each steady state increased with the cellulose con­
centration in the feed medium reservoir, but at above 7.6 g
liter- 1 it remained quite constant at around 0.296 g liter- 1

(Table 2), and thus the production of biomass paralleled the
amount of digested cellulose. Microscopie examination indi­
cated that at low cellulose concentrations unattached cells
were observable and that almost all of the cellulose fibers were
colonized by bacteria. Ali of these results indicated that at
above 7.6 g of cellulose liter-l, continuous cultures were car­
ried out under cellulose-sufficient conditions.

Shifting from cellulose-limited to cellulose-excess conditions
was accompanied by a drop of both Yx/s and YATP' whereas
qATP increased (Table 2), showing that an uncoupling growth
phenomenon occurred. The shift fram cellulose limitation to
cellulose saturation was accompanied by an increase of lactate
biosynthesis (Table 2) as weil as the acetate/ethanol ratio,
which increased from 2.02 to 3.86 with 1.9 and 27.0 g of cel­
lulose liter-l, respectively. As lactate production rose, extra­
cellular pyruvate production increased as weil (Table 2). The
decrease in ethanol production in favor of acetate production
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D (h-!)

FIG. 2. Percentage of nonadherent cel1s (a) and proportion of un­
digested cel1ulose (b) in cel1ulose-limited (Le., 3.7 g liter- I

) (0,0) and
in cel1ulose-excess (i.e., 18.1 g liter- I

) (e,.) continuous culture of C.
cellulolyticum. Error bars indicated standard deviations. Inset, corre­
lation between SR/SO and tR under cel1ulose-sufficient conditions.

glycogen was low at aD of 0.026 h- 1 and reached 5.7 and 1.4%,
respectively, with the highest D tested (Table 4). In contrast,
the qGlP towards cellodextrin declined from 2.0% to nil at a D of
0.080 h-t, since no cellodextrin could then be detected (Table
4). The G1P flux through phosphoglucomutase varied from
60.4 to 55.9% (Table 4). G1P then accumulated with increasing
D (Fig. 3), which resulted in the turnover decreasing from 46.4
to 15.4 h- 1

• The proportion of the carbon flux towards phos­
phoglucomutase declined, and the G1P, which was directed
towards cellodextrin at low D values, was rerouted towards
glycogen and exopolysaccharide at higher D values. The per­
centage of carbon directed towards the fermentative end prod­
ucts declined as D rose (Table 4). One part of the flux was
converted to acetyl coenzyme A (acetyl-CoA), Le., from 50.9 to
45.2%. In the same time, qacetate and qethanol increased, but
when expressed as a percentage of qcellulose' the two fluxes
declined (Table 4). Another part of the carbon flowing down
glycolysis was oriented towards the lactate production path­
way. As D was enhanced, lactate production decreased, as did
the pyruvate leak.

was associated with additional ATP, explaining the fact that
the qATP increased during the shift to cellulose saturation
(Table 2).

On a synthetic medium, cellulose was converted into cell
mass, fermentative catabolites, extracellular amino acids, and
proteins (Table 2). Exopolysaccharides were observable by mi­
croscopic examination but could not be measured due to sig­
nificant interference, as already explained (11). While cello­
dextrins were not present in cellulose limitation, cellobiose and
cellotriose were detected in the supernatant under cellulose­
excess conditions (Table 2). However, neither glucose nor cel­
lodextrins with longer chains than cellotriose could be assayed
by enzymatic, high-pressure liquid chromatography, and thin­
layer chromatography techniques. Taking these compounds
into account, the global carbon balance was found to be in the
range of 95.3 to 97.4% (Table 2).

Cellulose degradation in continuous culture at high sub­
strate concentrations. C. cellulolyticum was cultivated in cellu­
lose excess with 18.1 g of cellulose liter- 1 at different D values,
which ranged from 0.026 to 0.080 h- 1 (Table 3). From the
lowest to the highest D value tested, the cell density at steady
state decreased while the observed ceIl yield (YX1S) increased
(Table 3). The Pirt plot of these data (r = 0.992) permitted
determination of a ~ts" of 40.6 g of biomass mol of hexose eq
consumed- 1 and a maintenance coefficient (m) of 1.0 mmol of
hexose eq g of cellçl h- 1

• The percentage of nonadherent
cells remained very low, ranging from 7.2 to 2.7% (Fig. 2a). In
a cellulose-limited chemostat (Le., 3.7 g of cellulose liter- 1

),

however, the percentage of planktonic cells decreased from
59.6 to 21.0% as D increased from 0.027 to 0.083 h- 1 and was
always much higher than in cellulose saturation (Fig. 2a). The
proportion of undegraded cellulose was much lower in cellu­
lose limitation than under cellulose-sufficient conditions; with
increasing D it rose from 49.6 to 79.0% and from 78.6 to
94.7%, respectively (Fig. 2b). With this culture condition, C.
cellulolyticum always left undigested cellulose. Plots of S,/So
versus tR (tR = 1/D) were linear, with a first-order rate constant
of 0.008 h -1 determined from linear regression of the data (r
= 0.996) (Fig. 2b).

Acetate was always the predominant fermentation end prad­
uct (Table 3), with the ratio of acetate to ethanol increasing
from 2.94 to 3.80. Lactate was also significantly produced,
while extracellular pyruvate did not exceed 0.8% of the qpyru­

vate. Another part of the carbon was oriented towards amino
acid, protein, and biomass (Table 3). These compounds were
taken into account in addition to fermentative end products
and cellodextrins for calculation of carbon recovery, which
then ranged between 92.9 and 97.4%.

Kinetics analysis of rnicrobial cellulose conversion under
cellulose-sufficient conditions. The carbon flow in the central
metabolic pathway of C. cellulolyticum (Fig. 1) grown in cellu­
lose-sufficient continuous culture is compiled in Table 4. With
increasing D, the proportion of carbon flowing down the ca­
tabolite declined from 81.2 to 69.1%, while it was enhanced
through biosynthesis pathways from 16.3 to 23.8%. In parallel,
qG6P gradually rose, but this increase represented a decreasing
proportion of the original carbon. As a result, the G6P pool
slowly declined (Fig. 3) as D rose, and when expressed in term
of turnover this pool increased from 22.1 to 41.7 h- 1

• The
proportion of carbon directed towards exopolysaccharide and
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TABLE 4. Carbon fluxes under cellulose-saturated conditions with C. cellulolyticum

Results obtained at a D value (h- l
) of:

Carbon flow" 0.026 0.051 0.061 0.080

meqC g of %
meqC g of

%
meqC g of %

meqC g of %celIs-1 h- 1 celIs-1 h-1 celIs- 1 h-1 celIs-1 h- l

qcellulose 9.91 100.0 13.98 100.0 15.20 100.0 17.44 100.0
qGIP 6.24 63.0 8.80 63.0 9.57 63.0 10.98 63.0
qcellodextrin 0.34 3.5 0.41 3.0 0.37 2.6 NDb ND

qGIP towards cellodextrin 0.20 2.0 0.24 1.7 0.21 1.5 ND ND

q~-glucan towards cc:llodextrin 0.15 1.5 0.18 1.3 0.16 1.1 ND ND

qglycogen 0.05 0.5 0.12 0.9 0.22 1.4 0.24 1.4
qexopolysaccharide 0.01 0.1 0.10 0.7 0.55 3.6 0.99 5.7
qglucosc 3.67 37.0 5.18 37.0 5.63 37.0 6.46 37.0
qphosphoglucomutasc 5.99 60.4 8.34 59.7 8.59 56.5 9.75 55.9
QG6P 9.66 97.5 13.52 96.7 14.22 93.5 16.21 92.9
qbiosynthcsis 1.61 16.3 2.88 20.6 3.22 21.2 4.16 23.8
qpyruvate 8.04 81.2 10.64 76.1 11.00 72.3 12.05 69.1
qacetyl-CoA 5.05 50.9 6.82 48.8 7.11 46.8 7.89 45.2
Qlactate 0.41 4.2 0.35 2.5 0.29 1.9 0.18 1.0

qextracel1ular pyruvate 0.06 0.6 0.05 0.4 0.05 0.3 0.04 0.2
qcarbon dioxide 2.52 25.5 3.41 24.4 3.56 23.4 3.95 22.6
qethanol 1.28 12.9 1.50 10.7 1.52 10.0 1.64 9.4

qacetate 3.77 38.0 5.33 38.1 5.59 36.8 6.25 35.8

a Carbon flows were calculated as specified in Materials and Methods and are diagrammed in Fig. 1.
b ND, not determined.

Relationships between carbon ftow and enzymatic activities,
energetic balance, and redox balance. In vitro GAPDH, PFO,
ADH, and AK activities were higher under growth conditions
giving higher in vivo specifie production rates (Table 5). For
LDH, however, the specifie enzyme activities decreased with
D, which was correlated with the in vivo lactate production
rate. A ratio of specifie enzyme activity to metabolic flux (R)
(11, 27) was then calculated; R was higher than 1 for ail en­
zymes tested. Therefore, these enzymes were not limiting with
respect to the carbon flow, and thus fluxes were determined
more by the concentration of substrate available than by the
enzyme activity (12, 26).

As D increased, qATP, was enhanced while the stoichiometry
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FIG. 3. GlP (0), G6P (e), and G6P/G1P ratio (0) as a function of
dilution rate in cel1ulose-sufficient continuous culture of C. cellulolyti­
cum.

of ATP generated over fermented cellulose, i.e., ATP-Eff, de­
clined from 2.66 to 2.37 (Table 6). Thus, the acetate produc­
tion could not compensate for the ATP loss per hexose eq
fermented due to the decrease of bath ethanol and lactate
production. A mean value of 0.77 was obtained for the ade­
nylate energy charge (Table 6). The apparent energetic yield
increased with D (Table 6), and from a Pirt plot of the data (r
= 0.988) a ~-rP of 19.4 g of cells mol of ATP- 1 and an mATP

of 3.1 mmol of ATP g of cells- 1 h- 1 were determined.
Calculating the coenzyme balance, it could first be observed

that both qNADH produced and qNADH used increased with D, as
did the qNADH produced1qNADH used ratio (Table 7). This excess
of produced NADH correlated with increases of both the H21
CO2 ratio, which was always higher than 1, and the qNADH-Fd'

These results suggested that the intracellular NADH/NAD+
ratio was maintained by the NADH-Fd reductase and hydro­
genase, since these interconnected enzymatic activities can ox­
idize NADH via H2 production (18-20). The OIR, determined
from the gas production ratio and fermentative end product
concentration, was very close ta 1 and indicated an efficient
reoxidation of NADH via H2 production in addition to carbon
fermentative pathways (11).

DISCUSSION

A continuous culture system in which the feed rate is set
extemally is generally regarded as a chemostat if cell growth is
also limited by a selected nutrient(s) (21, 52). Upon increasing
the carbon substrate concentration in the feed reservoir, cel­
lulose was no longer the growth-limiting nutrient at and above
7.6 g of cellulose liter-t, and ail other nutrients appeared in
excess (10, 20). Growth under substrate excess generally results
in oscillations and hysteresis (23, 24, 37, 52), but such phenom­
ena did not occur, since steady states of both residual cellulose
concentration and biomass monitored during cell culture could
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TABLE 5. Specifie enzymatic activities in C. cellulolyticum cell extract at steady-state growth under cellulose-excess conditions

Results obtained at D value (h- I ) of:

Enzyme 0.026 0.051 0.061 O.OSO

Sp act" Rb Sp act R Sp act R Sp act R

GAPDH (EC 1.2.1.12) 1.47 :!: 0.22 2.87:!: 0.38 3.24:!: 0.41 3.91 :!: 0.47
LDH (EC 1.1.1.27) 0.25 :!: 0.06 80.8 0.22:!: 0.03 82.8 0.16 :!: 0.04 74.6 0.11 :!: 0.05 81.9
PFO (EC 1.2.7.1) 0.62:!: 0.07 10.9 0.72:!: 0.06 9.4 0.89 :!: 0.09 11.1 0.95 :!: 0.11 10.7
AK (EC 2.7.2.1) 0.31 :!: 0.04 7.3 0.66:!: 0.08 11.0 1.03 :!: 0.12 16.4 1.33 :!: 0.19 18.9
ADH (EC 1.1.1.1) 0.23 :!: 0.03 16.0 0.32:!: 0.04 19.0 0.39 :!: 0.03 22.8 0.45 :!: 0.06 24.4

a Expressed in micromoles minute-1 milligram of protein-1. Results are means and standard deviations..
bR, ratio ofspecific enzymatic activity to metabolic flux through the considered metabolic path; f1uxwas expressed as micromoles milligram ofprotein-1 minute-1.

be maintained (39). Then, as previously observed with cellobi­
ose (20), a stable carbon excess continuous culture couId be
imposed on C. cellulolyticum. From studies of growth of C.
cellulolyticum in cellobiose-fed continuous culture in a stepwise
fashion (18) and in cellulose batch culture with a reinoculation
mode (10), it was demonstrated that growth arrest was not
associated with the production of extracellular toxic com­
pounds, and thus it is unlikely that the steady state of the
present continuous culture could be maintained by such
growth inhibition. Yet, comparing the maximum growth yields
and maximum energetic yield obtained under cellulose-suffi­
cient conditions (i.e., ~t; = 40.6 g of biomass mol of hexose
eq consumed- 1 and ~fp = 19.4 g of cells mol of ATP- 1

) to
those resulting from cellulose limitation (Le., ~/~ = 50.5 g of
biomass mol of hexose eq consumed- 1 and ~~ = 30.3 g of
cells mol of ATP-l [11]), it could be observed that both max­
imum yields were lowered in the presence of a cellulose excess.
The decline of these yields indicated that an uncoupling growth
phenomenon had occurred; it also took place with the rise in
lactate production accompanied by a pyruvate leak. Thus, the
growth stagnation was certainly related to an accumulation of
an intracellular inhibitory compound(s) (18); intracellular in­
hibition could furthermore explain the establishment of a
steady state under the condition of an excess of ail nutrients
(52).

The understanding of microbial cellulose metabolism is of
both ecological and biotechnological interest. Cellulose degra­
dation plays a key role in the global carbon cycle (28, 29, 51)
and is a promising strategy in consolidated bioprocessing for
the production of biochemical compounds (25, 31-34). So far,
however, very few studies have been devoted to cellulose di­
gestion by cellulolytic bacteria under substrate-saturated con­
ditions (38, 40, 48). Under cellulose-sufficient culture condi-

tions, cellulose digestion always follows first-order kinetics,
where k (0.008 h- 1

) was much lower than under cellulose­
limited conditions (0.046 h- 1

) (11). Once cellulose-saturated
conditions were attained, approximately the same amount of
cellulose was digested, since the biomass concentration at
steady state stagnated. Therefore, k will vary for each cellulose
concentration used with this growth condition, since cellulose
degradation will follow first-order kinetics with respect to the
remaining cellulose concentration (44). Opposite to what was
observed with cellulose limitation (11), the lactate-ethanol pro­
duction was lowered as D rose and had to be balanced by
dihydrogen production via the NADH-Fd reductase, which led
to an increased Hz/COz ratio. The acetate/ethanol ratio was
always higher than 1, but in contrast to the case with cellulose
limitation, it increased with D (11). The specifie lactate pro­
duction rate as weil as the pyruvate leak decreased with in­
creasing D but always remained higher than in a cellulose­
limited chemostat (11). The R values for LDH were around
80.0 and were not as high as with cellulose limitation, where R
could reach 434.2 (11). From the G1P metabolic node, cello­
dextrins were produced and represented up to 3.5% of the
carbon uptake at the lowest D value tested. G1P was rerouted
towards exopolysaccharide and glycogen as D rose; as in cel­
lulose limitation, these biosyntheses could be adjusted as a
function of carbon flux. Such glycogen turnover was recently
observed with Fibrobacter succinogenes on cellulose (7, 14). A
concomitant decrease of the percentage of carbon flowing
through qphosphoglucomutase' qG6P, and qpyruvate in favor of bio­
synthesis pathways could explain the relative drop in lactate
production as D increased. Compared to that in cellulose­
limited chemostats, the proportion of unattached cells was low.
With cellulose limitation the available surface area is saturated
by bacteria, while under cellulose-sufficient conditions the cel-

TABLE 6. Energetic balance in cellulose-saturated continuous culture of C. cellulolyticum

Parameter (unit)
Results" obtained at a D value (h-1) of:

0.026 0.051 0.061 O.OSO

ATP (f.Lmol g of cells- 1) 2.84:!: 0.15 2.31 :!: 0.11 2.17 :!: 0.19 1.89 :!: 0.10
ADP (f.Lmol g of cells- 1

) 1.41 :!: 0.08 1.21 :!: 0.06 1.29:!: 0.09 1.25 :!: 0.05
AMP (f.Lmoi g of cellç1) 0.32 :!: 0.05 0.27 :!: 0.03 0.11 :!: 0.01 0.25:!: 0.02
Energetic charge 0.78 0.77 0.79 0.74
qATP (mmol g of cellç' h- 1) 4.39 5.98 6.23 6.89
ATP-Eff 2.66 2.57 2.46 2.37
YATP (g of cells mol of ATP- 1

) 5.9 8.5 9.8 11.6

a Values are the averages for samples at steady·state :!: standard deviations. Values without standard deviations were determined with an average accuracy of :!: 10%.
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TABLE 7. Redox balance of C. cellulolyticum at steady state under cellulose-sufficient conditions

Results" obtained at a D value (h-') of:
Parameter (unit)

0.0800.026 0.051 0.061

NADH (fLmol g of cells- 1
) 6.67:!: 1.36 7.56:!: 1.59 5.16 :!: 1.09 8.12:!: 1.62

NAD+ (fLmol g of cells-') 11.31 :!: 2.33 12.01 :!: 2.43 11.40 :!: 2.25 12.32:!: 2.44
NADH/NAD+ ratio 0.59 0.63 0.45 0.66
qNADH produced (mmol g of cellÇ' h-') 2.68 3.55 3.67 4.02
qNADH u,ed (mmol g of celJç' h-') 1.42 1.61 1.61 1.70
qNADH-Fd (mmol g of cells-' h-') 1.26 1.93 2.05 2.32

qNADH produced/qNADH u,ed ratio 1.89 2.20 2.27 2.36
Hz/COz ratio 1.43 1.55 1.61 1.67
aIR 1.03 1.01 0.98 0.96

a Values are the averages for samples at steady state :!: standard deviations. Values without standard deviations were determined with an average accuracy of :!: 10%.

lulose surface area is largely accessible for bacterial adhesion
(10, 13). This was correlated with a higher cellulose digestion
rate refiected by higher qcellulose under substrate excess condi­
tions, since most of the cells adhered to cellulose fibers and
thus participated directly in cellulose digestion. While cello­
dextrin was undetectable with cellulose limitation (11), cello­
biose and cellotriose were detected here in the supernatant;
such a finding was certainly related to a reversible phosphor­
ylase reaction (1, 2, 30, 35, 36, 47, 50). Under cellobiose­
suflicient conditions (17, 20), only cellotriose was detected, but
the present results suggest that cellobiose could also be syn­
thesized de novo during cell growth on cellobiose.

Previous reports on experiments with cellobiose stated that
the adhesion-colonization phase of the process of cellulose
digestion by C. cellulolyticum (15, 16) corresponded to a car­
bon-suflicient period (20). It was thus argued that a carbon
fiow of as high as 5.14 mmol of hexose eq g of cells- I could be
attained with cellulose as a substrate (20). With cellulose sat­
uration, however, the entering carbon fiow remained lower
than expected, i.e., 2.91 mmol of hexose eq g of cellçl h- I

.

The NADH/NAD+ ratio was always lower than 1 on cellulose,
whereas a ratio of as high as 1.51 was obtained with cellobiose
excess (20); this result was most probably related to a higher
carbon consumption rate which led to rate-limiting fiuxes
through ethanol and dihydrogen production pathways on cel­
lobiose. Thus, the proper NADHINAD+ ratio was maintained
only when ethanol and lactate production complemented the
path towards Hz production via NADH-Fd reductase activity.
With a carbon excess, free amino acid could account for 15.4%
of the cellobiose fermented (20), against a maximum of 5.8%
on cellulose, while exopolysaccharide represented up to 38.1 %
of the cellobiose consumed (20) and there was a maximum of
only 5.7% with cellulose as the substrate. It thus appeared that
sorne of the general metabolic trends associated with carbon­
suflicient conditions, such as (i) the ATP/ADP ratio always
being higher than 1, (ii) the elevated production of lactate at a
low D, and (iii) the concomitant increase of qe'hanol' qNADH.Fd'

qNADH produced/qNADH used' NADH/NAD+, and Hz/COz as D
rose and sorne other regulations of bacterial metabolism, were
not observed on cellulose compared to cellobiose. Even if
cellulose degradation must be considered as a microbial pro­
cess rather than a purely enzymatic event, the strong infiuence
of the cellulosome on the entering carbon fiow must be taken
into account (10, 11). The study of C. cellulolyticum catabolism
with soluble glucide allowed the demonstration of bacterial

metabolic limitation, but this response should be interpreted as
deregulation of the metabolism. AlI of these results demon­
strate that C. cellulolyticum was able ta correctly regulate and
optimize carbon metabolism in limited and saturated condi­
tions using a substrate more representative of its natural envi­
ronment, i.e., cellulose (12).
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Une culture continue dans laquelle la vitesse d'alimentation est établie de manière externe est

qualifiée de chémostat, si la croissance cellulaire est limitée par un nutriment (Zeng, 1999). Une

croissance en culture continue dans des conditions d'excès de tous les nutriments ne peut plus stricto

sensu être qualifiée de chémostat. En augmentant continuellement la concentration en substrat

carboné dans le réservoir d'alimentation, la source de carbone n'est plus le nutriment limitant de la

croissance à partir d'un certain seuil. Si aucun autre nutriment ne devient un facteur limitant de la

croissance, de telles conditions entraînent généralement des oscillations périodiques de la biomasse

(Harrisson et Topiwala, 1974 ; Hjortso et Nielsen, 1994 ; Menzel et al., 1996). Cependant, comme sur

cellobiose (Guedon et al., 2000b), un état stationnaire a pu être atteint puisqu'une concentration

résiduelle stable en cellulose ainsi qu'une densité cellulaire stable ont pu être obtenues.

A partir des observations faites en cultures continues sur (Guedon et al., 1999a) et en cultures

discontinues sur cellulose (Desvaux et al., 2000), il a pu être démontré que l'arrêt de croissance

n'était pas lié à des composés extracellulaires toxiques mais à un flux carboné élevé entraînant une

excrétion de pyruvate. En comparant les YA~~x et Yx/~x, il a pu être constaté que ceux obtenus en

conditions de cellulose Iimitante étaient plus faibles que ceux obtenus en conditions de cellulose

saturante. Ce déclin simultané indique un phénomène de découplage de la croissance associé à une

production de lactate et à une excrétion de pyruvate plus importantes en conditions de cellulose

saturante qu'en conditions de cellulose Iimitante. Ainsi l'établissement d'un état stationnaire dans ces

conditions de saturation de tous les nutriments s'expliquerait par un phénomène d'inhibition

intracellulaire (Zeng, 1999).

Les vitesses spécifiques de consommation de la cellulose plus élevées en conditions de cellulose

saturante qu'en conditions de cellulose limitante s'expliqueraient par le pourcentage plus important en

conditions de cellulose saturante des cellules adhérées à la cellulose qui participent alors directement

à la digestion du substrat insoluble. La production de lactate et l'excrétion de pyruvate dans le milieu

extracellulaire diminue lorsque le taux de dilution augmente mais reste toujours supérieures à celles

qui étaient observées en conditions de cellulose Iimitante (Desvaux et al., 2001b). Une diminution

concomitante des pourcentages des flux carbonés dirigés vers le lft>GM, QG6P et qpyruvate pourrait

expliquer la chute relative de production du lactate aux taux de dilution plus élevés. Contrairement à

ce qui était observé en limitation de cellulose, la production de lactate et d'éthanol diminue quand le

taux de dilution augmente. Le flux électronique est alors équilibré par la production d'hydrogène via la

NADH-Fd oxydoréductase et l'hydrogénase conduisant à une augmentation du rapport H:JC02•

Des caractéristiques métaboliques communes aux conditions de carbone saturant, que ce soit
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sur cellobiose ou sur cellulose, ont été observées telles que:

• des rapports ATP/ADP toujours supérieurs à l,

• une production importante de pyruvate aux faibles D,

• ou encore une augmentation concomitante des qéthanol, QNADH-Fd, des rapports QNADH

prodUiJ QNADH utilisé, NADH/NAD+ et H2I'C02 quand le taux de dilution augmente (Guedon et

al.,2000b).

Les études précédentes sur cellobiose statuaient que selon le modèle de la croissance de

C/ostridium ce//u/o/yticum sur cellulose (Gehin et al., 1996a ; Gelhaye et al., 1993), la phase

d'adhésion et de colonisation correspondait à des conditions de cellobiose saturant (Guedon et al.,

2000b). Il était donc supposé que des flux carbonés entrants aussi élevés que 5,14 mmol d'hexoses

équivalents.(gramme de biomasser1.h-1 pouvaient être atteints sur cellulose. Cependant, en

conditions de cellulose saturante, le flux carboné maximal obtenu n'est que de 2,91 mmol d'hexoses

équivalent.(g de biomasser1.h-1. Dans ces conditions, le rapport NADH/NAD+ était toujours inférieur à

l, indiquant une régulation correcte du flux des électrons. La présence d'acides aminés et

d'exopolysaccharides était considérée précédemment comme le résultat de débordements

métaboliques permettant l'évacuation de l'excès de carbone et indiquait les limitations du métabolisme

de C/ostndium ce//u/o/yticum (Guedon et al., 2000b). Cependant, la proportion du flux carboné dirigée

vers ces composés est bien plus limitée en conditions de cellulose saturante qu'en conditions de

cellobiose saturant. Ainsi certaines régulations qui ne sont pas mises en place sur cellulose sont

associées à des flux carbonés entrants plus élevés sur cellobiose que sur cellulose. Comme

précédemment en conditions de cellulose Iimitante (Desvaux et al., 2001b), ces observations

devraient être interprétées comme des dérégulations du métabolisme.
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Dans les environnements naturels, des conditions de carence azotée sont très fréquemment

rencontrées par les bactéries (Leschine et al., 1988 ; Leschine et Canale-Parola, 1989). Par ailleurs,

les composés Iignocellulosiques qui contiennent de fortes teneurs en carbone, sont généralement plus

pauvres en azote. Ainsi, ces conditions jouent vraisemblablement un rôle primordial dans la

dégradation de la cellulose (Leschine, 1995).

Une étude précédente menée sur cellobiose en conditions d'azote limitant a montré

l'importance des points de branchement du G1P et du G6P connectés par la phosphoglucomutase

dans la distribution des flux carbonés à l'intérieur et à l'extérieur de la cellule (Guedon et al., 2000a).

Le flux de cellobiose entrant alimentait à parts égales le pool de G1P et de G6P grâce à l'activité

cellobiose phosphorylase. Le G6P se dirigeait vers la glycolyse tandis que le flux carboné issu du G1P

s'orientait vers la formation d'exopolysaccharides, de glycogène ou vers la glycolyse via la

phosphoglucomutase. A mesure que le flux carboné entrant augmentait, il apparaissait que la

phosphoglucomutase devenait une étape limitante conduisant à une réorientation métabolique

d'abord vers la production de glycogène puis vers celle d'exopolysaccharides. Le glycogène jouerait

donc un rôle de régulation du flux carboné en stockant de façon transitoire du carbone et en le

redistribuant au besoin dans les voies métaboliques centrales (Guedon et al., 2000a).

Les études précédentes menées en conditions de cellulose limitante et saturante ont montré

qu'il fallait nuancer certains résultats précédemment obtenus sur cellobiose, en particulier aux flux

carbonés élevés (Desvaux et al., 2001b, 2001c). En effet, bien que le cellobiose ait permis de mettre

en exergue les limitations du métabolisme bactérien, certaines de ces réponses doivent être

interprétées comme des artefacts de laboratoire puisque ces dérégulations métaboliques sont

imputables à l'utilisation d'une cellodextrine soluble, le cellobiose dont la nature physique reste très

éloignée de la cellulose native. Ces résultats indiquent que C/ostridium ce//u/o/yticum est une bactérie

adaptée à un substrat insoluble de type cellulosique et à des flux métaboliques plus faibles que ceux

rencontrés chez les autres c10stridia saccharolytiques tels que C/ostridium acetobuty/icumt C/ostridium

butyricum ou encore C/ostridium pasteurianum (Desvaux et al., 2001b, 2001c).

En modélisant le flux carboné lors de croissances en cultures continues sur cellulose en

conditions d'ammonium limitant, cette étude permettra de connaître l'influence de ces conditions de

cultures sur le catabolisme de la cellulose.
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Cette étude fut publiée dans la revue App/ied and Environmenta/ Microbi%gy dans un article

intitulé: "Flux analysis of the metabolism of C/ostridium ce//u/o/yticum grown in cellulose-fed

continuous culture on a chemically defined medium under ammonium-Iimited conditions," 2001, 67 :

3846-3851.
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An investigation of cellulose degradation by the nonruminal, cellulolytic, mesophilic bacterium Clostridium
cellulolyticum was performed in cellulose-fed chemostat cultures with ammonium as the growth-limiting nu­
trient. At any dilution rate (D), acetate was always the main product of the catabolism, with a yield of product
from substrate ranging between 37.7 and 51.5 g per mol of hexose equivalent fermented and an acetate/ethanol
ratio always higher than 1. As D rose, the acetyl coenzyme A was rerouted in favor of ethanol pathways, and
ethanol production could represent up to 17.7% of the carbon consumed. Lactate was significantly produced,
but with increasing D, the specific lactate production rate declined, as did the specifie rate of production of
extracellular pyruvate. The proportion of the original carbon directed towards phosphoglucomutase remained
constant, and the carbon surplus was balanced mainly by exopolysaccharide and glycogen biosyntheses at high
D values, while cellodextrin excretion occurred mainly at lower ones. With increasing D, the specifie rate of
carbon flowing down catabolites increased as weil, but when expressed as a percentage of carbon it declined,
while the percentage of carbon directed through biosynthesis pathways was enhanced. The maximum growth
and energetic yields were lower than those obtained in cellulose-limited chemostats and were related to an un­
coupling between catabolism and anabolism leading to an excess of energy. Compared to growth on cellobiose
in ammonium-limited chemostats (E. Guedon, M. Desvaux, and H. Petitdemange, J. Bacteriol.182:2016-2017,
2000), (i) a specific consumption rate of carbon of as high as 26.72 mmol of hexose equivalent g of cells- 1 h-1

could not be reached and (H) the proportions of carbon directed towards cellodextrin, glycogen, and exopoly­
saccharide pathways were not as high as first determined on cellobiose. While the use of ceUobiose aHows
highlighting of metabolic limitation and regulation of C. cellulolyticum under ammonium-limited conditions,
sorne of these events should then rather be interpreted as distortions of the metabolism. Growth of cellulolytic
bacteria on easily available carbon and nitrogen sources represents conditions far different from those of the
natural lignoceHulosic compounds.

Clostridium cellulolyticum, a nonruminal, cellulolytic, meso­
philic bacterium isolated from decayed grass (22), has enabled
the catabolization of cellulosic materials. Lignocellulosic corn·
pounds usually contain high levels of carbon and low levels of
nitrogen (10). Thus, in microbiota where cellulose degradation
has occurred, a nitrogen-limited condition is most probably
encountered by bacteria (1, 15, 16, 18, 22). A recent growth
study of C. cellulolyticum under ammonium limitation indi­
cated the importance of glucose-1-phosphate (G1P) and glu·
cose-6-phosphate (G6P) metabolic nodes for the distribution
of carbon flow inside and outside the bacterial cell (10). Yet, as
was the case for most of the first investigations carried out with
C. cellulolyticum, that study was perforrned with cellobiose, a
soluble cellodextrin, which obviated the need for metabolic
analysis on cellulose, where most difficulties in culture moni­
toring lay.

Recent investigations have shown that bypassing the cellu­
losome when C. cellulolyticum is grown on soluble glucide
induces metabolic deregulation compared to growth on insol-
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des Bactéries Gram +, Domaine Scientifique Victor Grignard, Uni·
versité Henri Poincaré, Faculté des Sciences, BP 239, 54506 Vandoeu­
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25 50. E-mail: hpetitde@lcb.u-nancy.fr.

3846

uble cellulose (4, 5, 7). Thus, sorne of the metabolic events
previously observed on cellobiose wouId rather be interpreted
as laboratory artifacts due to the use of a soluble substrate far
different physically from cellulose (7); in the same way, the
cultivation of C. cellulolyticum in a complex medium or under
unregulated pH conditions appeared to be deleterious for op­
timum growth (6, 9, 11, 21) and aberrant compared to the
natural bacterial ecosystem (14, 22).

The aim of the present work was thus to investigate, using
the chemostat technique, how the fluxes of carbon metabolism
were modified when C. cellulolyticum was grown in ammonium
limitation with cellulose as the sole carbon and energy source.

MATERIALS AND METHODS

Organism and growth. C. cellulo/yticum ATCC 35319 (22) was grown in a
defined medium (11) containing various amount of cellulose MN301 (Macherey­
Nagel, Düren, Germany) and ammonium as specified in Results. AIl experiments
were performed in a segmented gas-liquid chemostat (5).

Analytical procedures. Biomass, cellulose concentration, ammonium, gas anal­
ysis, extracellular protein, amino acid, glucose, soluble cellodextrins, glycogen,
acetate, ethanol, lactate, and extracellular pyruvate were determined as previ­
ously described (4-7, 10, 11). The intracellular compounds NAD +, NADH, ATP,
ADP, and AMP and the enzymes pyruvate-ferredoxin (pyruvate-Fd) oxidoreduc­
tase (PFO) (EC 1.2.7.1), lactate dehydrogenase (EC 1.1.1.27), acetate kinase
(EC 2.7.2.1), and alcohol dehydrogenase (EC 1.1.1.1) were extracted and assayed
as described previously (4-7).
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TABLE 1. Cellulose fermentation parameters from continuous steady-state cultures" of C. cellulolyticum under ammonium-limited conditions

Resultsb obtained at a D value (h-') of:
Parameter (unit)

0.0850.027 0.047 0.064

Biomass (g liter- l
) 0.187 ::': 0.021 0.167 ::!: 0.015 0.154 ::!: 0.017 0.062 ::!: 0.008

Consumed cellulose (mM hexose eq) 11.0::': 0.6 7.5 ::!: 0.4 6.1 ::!: 0.3 2.1 ::!: 0.1
Residual ammonium (mM) 0.09 ::!: 0.01 0.80::!: 0.09 1.25 ::!: 0.13 3.02::!: 0.27
Acetate (mM) 12.29 ::!: 0.63 7.68 ::!: 0.38 5.51 ::!: 0.28 1.73 ::!: 0.09
Ethanol (mM) 2.19 ::!: 0.11 2.45 ::!: 0.13 2.60 ::!: 0.15 1.12::': 0.07
Lactate (mM) 1.58 ::!: 0.09 0.54::!: 0.04 0.32 ::!: 0.02 0.05 ::!: 0.01
Extracellular pyruvate (fLM) 257.1 ::!: 13.1 102.8 ::!: 5.5 54.2 ::!: 2.9 NDC

HzCOz ratio 1.65 1.57 1.46 1.24
Glycogen (mg g of cells-') 147.9 ::!: 4.7 164.0 ::!: 5.3 151.2 ::!: 5.1 137.6 ::!: 4.4
Cellobiose (mM) 0.35::': 0.13 0.17::!: 0.07 0.09::!: 0.04 ND
Cellotriose (mM) 0.11 ::!: 0.05 0.08::!: 0.02 0.05 ::!: 0.01 ND
Extracellular proteins (mg liter-') 10.4 ::!: 0.7 4.6 ::!: 0.4 4.4 ::!: 0.3 0.9::': 0.1
Free amino acids (mg liter-') 102.6 ::!: 4.1 63.3 ::!: 2.5 50.0 ::!: 2.7 15.4 ::!: 0.8
Carbon recovery (%) 92.5 93.0 92.8 93.1

"The cellulose input was around 1.87% (wt/vol) (i.e., 115.4 mM hexose eq) and ammonium was at 4.00 mM.
b Values are the averages for samples at steady state :!: standard deviations. Values without standard deviations were determined with an average accuracy of:!: 10%.
C ND, not detectable.

Calculations and mapping of carbon f1ow. The distribution of the carbon f10w
within the central metabolic pathways of C. cellulolyticum when grown under
cellulose'sufficient conditions was previously described (5-7).

The calculation of the specifie rates qcellulosCl qacetate, qcthanoh qextracellular

pyrovate, qlactate, qpyruvatcl qNADH producedl qNADH Usedl qNADH-Fdl and qATP was
described previously (7). YAccIS, YEthlS, and YLac/S are the yields of acetate,
ethanol, and lactate from substrate, respectively, expressed in grams per mole of
hexose equivalent (hexose eq) fermented. The molar yields of growth (YXIS) and
energy (YATP) and the maintenance coefficient (m) were determined as already
reported (7). The global carbon balance, the energetic charge (EC), the oxida­
tion/reduction index (OIR), the catabolic reduction charge (CRC), the energetic
efficiency, the pool turnover, and the ratio of specifie enzyme activity to meta­
bolic flux (R) were calculated as indicated previously (5-7).

For stoichiometric modeling of C. cellulolyticum metabolism, the calculations
of flux through each enzyme of the known metabolic pathway, expressed in
milliequivalents of carbon (meqC) per gram of ceUs per hour, were done as .
previously described (5-7).

RESULTS

Cellulose degradation and biomass formation under ammo­
nium-limited conditions. Preliminary results with cellulose-fed
continuous cultures indicated that at above 8 g of cellulose
liter-!, biomass formation did not further increase even when
the concentrations of ammonium or other nutrients were in­
creased (data not shown), indicating that continuous cultures
were then under carbon excess (31). With 4.0 mM ammonium,
the nitrogen source was limited (10), since the residual ammo­
nium concentration was 0.09 mM at the lowest D tested and
reached 3.02 mM at a D value of 0.085 h -1 (Table 1); such data
are typical of continuous cultures performed under limitation
of a selected nutrient (31). C. cellulolyticum was then cultured
under cellulose-sufficient conditions (around 18.7 g of cellulose
liter- I) with ammonium as the growth-limiting nutrient (4.0
mM) (Table 1).

At the steady state of the chemostat, biomass was maximum
at the lowest D tested, i.e., 0.187 g liter-I, and declined further
as D rose, to reach 0.062 g liter- I at a D value of 0.085 h- I

(Table 1). Under these culture conditions, sorne undigested
cellulose was always left by C. cellulolyticum (Table 1) and
represented a high proportion of the original cellulose pro­
vided by the feed reservoir; the percentage of remaining cel­
lulose ranged between 90.5 and 98.2%. In ail of the runs,

microscopie examination of the culture revealed the presence
of exopolysaccharides and that most bacteria adhered to the
cellulose fibers and few bacteria were found free in the super­
natant. Substantial amounts of cellodextrins, namely, cellobi­
ose and cellotriose were detected in the supematant (Table 1).
Intracellular glycogen was produced at ail D values and ranged
from 137.6 to 164.0 mg g of cells- I (Table 1); cell growth under
carbon excess and nitrogen limitation is usually the best con­
dition for glycogen storage (24-26). The global carbon balance,
taking into account acetate, ethanol, lactate, extracellular pyru­
vate, free amino acids, extracellular proteins, cellodextrins, and
biomass, ranged between 92.5 and 93.1 % (Table 1).

Impact of ammonium limitation on bacterial cellulose con­
version. The percentage of carbon flowing toward fermentative
metabolites, given by the ratio qpyruvate/qcellulose (Table 2), in­
dicated that 68.8 to 74.4% of the consumed cellulose was
converted to extracellular pyruvate, lactate, CO2 , acetate, and
ethanol. Acetate always remained the predominant fermenta­
tion end product, since it represented between 59.3 and 75.3%
of the carbon flowing down the catabolite. As D rose, qacetate

and qethanol increased 1.3- and 4.8-fold, respectively, but the
acetate/ethanol ratio then decreased from 5.61 to 1.54 (Table
2). The specific lactate production rate, however, decreased
with D. The NADH balance (qNADH produced/qNADH used) was
calculated from the catabolic pathways producing and consum­
ing reducing equivalents. Both qNADH produced and qNADH used

increased with D from 2.36 to 3.98 mmol g of cellÇI h- I and
from 0.86 to 3.14 mmol g of cellÇI h-l, respectively, whereas
the qNADH produced/qNADH used ratio declined from 2.74 to 1.27
(Table 2). NAD+ is reduced during the biosynthesis of acetate,
lactate, and ethanol by glyceraldehyde-3-phosphate dehydro­
genase, but the regeneration of the NAD+ pool can occur only
during lactate and ethanol production via dehydrogenase ac­
tivities; NADH is then really oxidized by ethanol and lactate
metabolic pathways, while acetate biosynthesis only generates
reducing equivalents. Despite this apparent imbalance when
only catabolic pathways were taken into account, the intracel­
lular NADH/NAD+ ratio was always lower than 1 and the
CRe remained constant at ca. 0.35 (Table 3). As previously
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TABLE 2. Specifie rates and yields of product formation in cellulose chemostats with ammonium as a limiting nutrient

Results" obtained at D value (h ') of:
Parameter (unit)

0.027 0.047 0.064 0.085

Specifie rates
qccllu!osc (mmol g of cellÇ! h-') 1.58 2.10 2.52 2.90
qpyruvatc (mmol g of cells-' h-') 2.36 3.03 3.53 3.98
qacctate (mmol g of cells- 1 h-') 1.77 2.16 2.29 2.38
qethanol (mmol g of cellÇ' h-') 0.32 0.69 1.08 1.54
qlactate (mmol g of cellç' h-') 0.23 0.15 0.13 0.07
qNADH produccd (mmol g of cellÇ! h-') 2.36 3.03 3.53 3.98
qNADH used (mmol g of cells-' h-') 0.86 1.53 2.29 3.14
qNADH.Fd (mmol g of cells-' h-') 1.50 1.49 1.23 0.84
qATP (mmol g of cellÇ' h- 1

) 3.96 4.99 5.59 6.12
Yields:

YAce/S (g mol of hexose eq-') 51.5 47.4 41.8 37.7
YEthiS (g mol of hexose eq-') 9.2 15.1 19.7 24.4
YLaclS (g mol of hexose eq-') 6.6 3.4 2.4 1.0
YXIS (g of cells mol of hexose eq- ') 17.1 22.4 25.4 29.3
YATP (g of cells mol of ATP-') 6.8 9.4 11.4 13.9

aiR 1.02 0.97 0.95 0.99
qNADH produced qNADH used 2.74 1.98 1.54 1.27
ATP-Effb 2.50 2.37 2.22 2.11

a Values calculated were determined with an average accuracy of ct 10%.
b ATP-Eff, energetic efliciency.

observed (7), an efficient reoxidation of NADH via Hz produc­
tion in addition to carbon fermentative pathways was under­
lined by OIR, Hz/COz, and qNADH produced/qNADH used varia­
tion.

In terms of the yield of product from substrate, bath acetate
and lactate decreased with increasing D, from 51.5 ta 37.7 g
mol of hexose eq -1 and from 6.6 ta 1.0 g mol of hexose eq-1,

respectively, while YEth/S was enhanced from 9.2 ta 24.4 g mol
of hexose eq-I (Table 2). From the lowest ta the highest D
tested, the observed cell yields (Yx /s ) increased from 17.1 ta
29.3 g of cells per mol of hexose eq consumed (Table 2); the
Yx/s is affected by bath the microbial endogenous metabolism
and maintenance energy requirements. From a Pirt plot of the
data (Tl = 0.995), a true growth yield (~ff) of 41.8 g of
biomass mol of hexose eq consumed- ' and an m value of 0.9
mmol of hexose eq g of cells- ' h- I were determined. The
apparent energetic yield (YATP) increased from 6.8 ta 13.9 g of
cells mol of ATP- ' as D rose (Table 2). From a Pirt plot (Tl =
0.992), a ~.'fp of 24.6 g of cells mol of ATP- ' and an mATP of
2.9 mmol of ATP g of cells- ' h- ' were determined. A mean

value of 0.79 could be maintained for the adenylate EC for ail
of the dilution rates tested (Table 3).

Metabolic flux analysis of cellulose utilization in ammoni·
um-limited chemostats. The modification of the carbon flow
distribution in the central metabolic pathway of C. cellulolyti­
cum when grown under ammonium-limited conditions with
cellulose as the sole carbon and energy source is shawn in
Table 4. The rate of cellulose consumption varied from 9.50 ta
17.39 meqC g of cells- 1 h-1 from the lowest ta the highest D
tested (Table 4). With increasing D, qpyruvate increased as weil,
but in terms of the percentage of the original carbon uptake, it
represented from 74.4 to 68.8%, while carbon through biosyn­
thesis pathways varied from 18.2 ta 24.5% (Table 4). Regard­
less of D, most of the carbon directed toward biosynthesis was
attributed ta biomass of between 11.3 and 19.4%, while both
extracellular proteins and free amino acids represented a pro­
portion of the original carbon of between 5.2 and 6.9%.

Carbon flux was distributed differently over the known cat­
abolic routes (acetate, ethanol, carbon dioxide, extracellular
pyruvate, and lactate) as a function of D. One part of the flux

TABLE 3. Adenylate and pyridine nucleotide contents of C. cellulolyticum cells at steady state

Resultsa obtained at D value (h-') of:
Parameter (unit)

0.027 0.047 0.064 0.085

ATP (fLmol g of cells-') 3.72 ::!: 0.19 4.16 ::!: 0.22 4.12::!: 0.20 3.24 ::!: 0.15
ADP (fLmol g of cellÇI) 1.54 ::!: 0.09 1.78 ::!: 0.08 2.42:!: 0.13 2.61 ::!: 0.14
AMP (fLmol g of cells- I) 0.22::!: 0.02 0.45 ::!: 0.05 0.31 ::!: 0.04 0.23 ::!: 0.03
EC 0.82 0.79 0.78 0.75
NADH (fLmol g of cells- 1

) 5.37::!: 1.06 4.23:!: 0.92 6.41 ::!: 1.33 5.77 ::!: 1.24
NAD+ (fLmol g of cells- 1

) 10.33 ::!: 2.09 8.52::!: 1.83 11.47 ::!: 2.34 9.78 ::!: 2.01
NADHINAD+ ratio 0.52 0.50 0.56 0.59
CRC 0.34 0.33 0.36 0.37

a Values are the averages for samples at steady state ct standard deviations. Values without standard deviations calculated were determined with an average accuracy
of ct 10%.
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TABLE 4. Carbon fluxes in cellulose-fed chemostats of C. cellulolyticum under ammonium-limited conditions

Results obtained at a D value (h -1) of:

Carbon f10w" 0.027 0.047 0.064 0.085

meqC g of cells- I h- I % meqC g of cells- I h 1 % meqC g of cells- I h- I % meqC g of cells- I h- I %

qcellulose 9.50 100.0 12.61 100.0 15.11 100.0 17.39 100.0
qGlP 5.98 68.0 7.94 63.0 9.51 63.0 10.95 63.0
qcellodextrin 0.89 9.3 1.04 8.0 0.81 5.4 NDb ND

qGIP towards cellodextrin 0.49 5.2 0.58 4.6 0.46 3.1 ND ND

q l3·g1ucan towards cellodextrin 0.40 4.2 0.43 3.4 0.34 2.3 ND ND

qglycogen 0.15 1.6 0.29 2.3 0.36 2.4 0.43 2.5
qexopolysaccharide 0.07 0.7 0.02 0.1 0.26 1.7 0.76 4.4
qglucose 3.52 37.0 4.67 37.0 5.60 37.0 6.44 37.0

qphosphoglucomutase 5.27 55.5 7.06 56.0 8.43 55.8 9.79 56.3
qG6P 8.79 92.5 11.73 93.0 14.02 92.8 16.20 93.2
qbiosynthesis 1.73 18.2 2.63 20.9 3.45 22.8 4.26 24.5
qpyruvatc 7.07 74.4 9.10 72.2 10.58 70.0 11.94 68.6
qacctyl-CoA 4.18 44.0 5.70 45.2 6.74 44.6 7.83 45.0
Qlactatc 0.68 7.2 0.46 3.6 0.40 2.6 0.20 1.1

qextracellular pyruvate 0.11 1.2 0.09 0.7 0.07 0.4 ND ND

qcarbon dioxide 2.09 22.0 2.85 22.6 3.37 22.3 3.91 22.5
qethanol 0.63 6.7 1.38 10.9 2.16 14.3 3.08 17.7
qacetatc 3.55 37.3 4.32 34.3 4.58 30.3 4.75 27.3

" Carbon f10ws were ca!culated as specified in Materials and Methods.
b ND, not determined.

was converted to acetyl coenzyme A (acetyl-CoA) via PFO. As
D rose, qacetyl-CoA increased, while the proportion of carbon
flowing through PFO remained quite constant at around
44.7% (Table 4). qacetate and qethanol increased with D, but,
expressed as a percentage of qcellulose, it appeared that the
carbon fluxes split differently at this metabolic branch point;
qacetate production declined from 37.3 to 27.3% of the carbon
uptake, while ethanol increased from 6.7 to 17.7% of the cel­
lulose fermented (Table 4). Another part of the carbon flowing
down glycolysis was oriented towards the lactate metabolic
pathway, where lactate production dropped from 7.2 ta 1.1%,
as did the pyruvate leak, which decreased from 1.2 to be nil at
the highest D tested (Table 4). The ratio of specific enzymatic
activity to specific metabolic production rate (R) was always
higher than 1 with the enzymes tested (Table 5). At each step
in the central metabolic pathways, the intracellular concentra­
tions of substrates, products, and cofactor and effector mole­
cules, as weil as intracellular ionic strength, redox potential, or
pH, can influence the partitioning and regulation of the carbon
flux (12). Nevertheless, the fact that fluxes were much less than
the available enzyme activity indicated that the carbon flows

were determined by the concentration of substrate available
more than by the enzyme activity (13).

The G6P pool was fueled by the carbon flowing from glu­
cokinase and phosphoglucomutase activities and was further
metabolized by glycolysis. The qG6P increased from 8.79 to
16.23 meqC g of cellçl h- 1 with higher D and represented a
mean of 92.3% of the carbon uptake (Table 4). The G1P came
from cellodextrin phosphorylase activity. From this metabolic
node and under these culture conditions, G1P could either be
stored as glycogen, be converted to exopolysaccharide or cel­
lodextrin, or flow down the glycolysis via phosphoglucomutase.
The proportion of G1P directed towards cellodextrin declined
from 5.2% at a D of 0.027 h- 1 to ni! at a D of 0.085 h-l, since
no cellodextrin could then be detected (Tables 1 and 5). At low
D, the percentages of carbon metabolized as exopolysaccha­
ride and glycogen were low, and they increased to reach 4.4
and 2.5%, respectively, with the highest D tested (Table 4).
The proportion of the carbon flux which was converted to
cellodextrins at low D was then rerouted towards glycogen and
exopolysaccharide at higher D values. The carbon flow via
phosphoglucomutase increased from 5.27 to 9.79 meqC g of

TABLE 5. Specifie enzymatic activities in C. cellulolyticum cell extract at steady state in cellulose-fed chemostats with ammonium limitation

Results obtained at D value (h- I ) of:

Enzyme" 0.027 0.047 0.064 0.085

Sp acth R< Sp act R Sp act R Sp act R

LDH (EC 1.1.1.27) 0.38:':: 0.08 74.4 0.25:':: 0.04 73.2 0.21:':: 0.05 68.4 0.12:':: 0.03 77.7
PFO (EC 1.2.7.1) 0.60:':: 0.05 12.8 0.76:,:: 0.09 11.9 0.92:':: 0.14 12.1 1.02:':: 0.11 11.6
Al( (EC 2.7.2.1) 0.78:':: 0.09 19.6 0.76:,:: 0.08 15.6 0.69:':: om 13.4 0.63:':: 0.05 11.8
ADH (EC 1.1.1.1) 0.18:':: 0.03 25.1 0.31 :':: 0.05 19.9 0.38:':: 0.04 15.7 0.49:':: 0.06 14.2

" LDH, lactate dehydrogenase; AK, acetate kinase; ADH, a!cohol dehydrogenase.
b Expressed in micromoles minute- I milligram of proteins- I

. Results are means and standard deviations
cR, ratio of specific enzymatic activity to metabolic flux through the considered metabolic path; flux was expressed as micromoles miligram of protein- 1 minute- I •
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cellçl h-I, but the proportion of the original carbon flowing
through this metabolic pathway remained quite constant, rang­
ing from 55.5 to 56.3% (Table 4).

DISCUSSION

In ammonium-limited chemostats with cellulose, the main
product of cellulose catabolism was acetate. The proportion of
the carbon flowing down PFO remained quite constant, but
acetyl-CoA split differently as D rose. At low D, acetate pro­
duction was favored, but acetyl-CoA was reoriented towards
ethanol metabolic pathways as D rose, increasing the propor­
tion of the carbon flux 2.6-fold towards ethanol from the high­
est to the lowest D tested. The specific lactate production rate
as weIl as the pyruvate leak decreased with increasing D. A
study of the interaction between carbon and nitrogen metab­
olisms in Fibrobacter succinogenes revealed modification of car­
bon fluxes (17), since addition of ammonium to resting cells
metabolizing glucose induced acetate production.

When soluble 13-glucans enter into the bacterial cell, they are
first converted into G 1P and G6P (4-7). Under ammonium­
limited conditions, the proportion of the carbon flowing via
phosphoglucomutase was quite constant at around 55.9%. The
remaining G1P flowed in favor of cellodextrin biosynthesis at
low D and towards exopolysaccharide and glycogen as D rose.
On cellobiose, cellotriose production could represent up to
16.7% of the carbon uptake, while a maximum of 3.3% was
obtained on cellulose. On cellobiose, as with cellulose, no
cellodextrin longer than cellotriose was detected extracellularly
(10). In addition, exopolysaccharide biosynthesis could account
for 16.0% of the cellobiose fermented (10), against a maximum
of 4.2% with cellulose as the carbon substrate. The stoichio­
metric model equation for exopolysaccharide formation gave
consistent results when data from ammonium-limited chemo­
stats with cellobiose (10) were applied to the equations devel­
oped in the present investigation. For example, at D = 0.013
h-1 a qexopolysaccharide of 0.41 meqC g of cellÇl h- 1 was ob­
tained, against 0.54 meqC g of cellÇ 1h-1 using our equations,
and at D = 0.115 h-1 a qexopolysaccharide of 4.43 meqC g of
cells- 1 h-1 was obtained, against 4.65 meqC g of cellÇl h- I

using the equations developed in the present work.
In ammonium-limited chemostats with cellulose as the sole

carbon and energy source, both ~rs, i.e., 41.8 g of biomass
mol of hexose eq consumed-I, and ~.'fP' i.e., 24.6 g of cells
mol of ATP-I, were lower than those under cellulose-limited
conditions, where ~/r = 50.5 g of biomass mol of hexose eq
consumed-1and ~.'}"P = 30.3 g of cells mol of ATP- 1 (5),
while m and mATP did not vary compared to those obtained
with cellulose limitation (5). On the basis of the ~.'fP (29, 30),
the chemostat cultures with ammonium limitation used ATP
inefficiently, and the calculated rate of spilling of ATP (qATP)
was higher than that under cellulose-limited conditions (5).
Such a decline of growth and energetic yields was related to the
uncoupling between anabolism, which is limited by the nitro­
gen source, and catabolism, which is not limited by the carbon
source, leading to an excess of energy. Such a phenomenon is
generally encountered under such culture conditions and is not
eliminated by the use of insoluble cellulose, where the entering
carbon flow is nevertheless limited by the depolymerization
rate of the cellulosome cellulases. Sorne continuous cultures

performed under limitation of nutrients other than the carbon
source gave higher rates of carbon substrate utilization when
the carbon was in excess than when the carbon was limited;
these cultures had a greatly increased maintenance energy
requirement and used the remaining energy more efficiently
than in carbon-limited chemostats (19, 20, 28). Since mainte­
nance energy, which corresponds to the expenditure of energy
towards functions that are not directly growth related, did not
increase, additional maintenance of growth potential which
involved slip reactions was not taken into account when C.
cellulolyticum was cultivated in ammonium limitation with cel­
lulose as the sole carbon and energy source (20, 28) and the
wasting of energy associated with maintenance function did
not occur (3).

High intracellular concentrations of glycogen are often
found when growth is limited, e.g., by phosphorus, sulfur, and
nitrogen and in the presence of an excess of a carbon source
(24-26). Here, the intracellular glycogen concentrations, i.e.,
between 137.6 and 164.0 mg g of cells- 1 and representing a
proportion of the cellulose uptake by the cell of between 1.6
and 2.5%, were higher than those in cellulose-limited chemo­
stats, which were between 58.8 and 108.7 mg g of cells-1 and
represented between 0.4 and 1.7% of the cellulose consumed
(5). Compared to those of cellulolytic rumen bacteria, which
can accumulate intracellular polysaccharide representing from
around 30% and up to 60% of the cell dry weight (27), the
glycogen storage capacity of C. cellulolyticum, even under the
culture conditions used here, was more limited, since it did not
exceed 16% of the cell dry weight. Under these culture condi­
tions, glycogen was present at ail dilution rates. Previous in­
vestigations with C. cellulolyticum suggested that the glycogen
turnover was involved in carbon flow regulation (5, 10). Such
observations couId be compared with those on F. succinogenes,
where glycogen turnover was observed with both cellobiose
and cellulose (2, 8) and where study of the interaction of
carbon and nitrogen metabolisms indicated that addition of
ammonium to resting cells of F. succinogenes decreased the
flux through glycogen biosynthesis (17).

In ammonium limitation with cellulose, the carbon flows
down cellodextrin, exopolysaccharide, and glycogen were not
as high as those with cellobiose. Such a metabolic event seems
to be strongly related to the specific rate of consumption of the
carbon substrate, which could reach 26.72 meqC g of cells- 1

h-1 on cellobiose, against 17.39 meqC g of cellçl h-1 on
cellulose (Table 4). The use of a soluble carbon substrate
allows highlighting of bacterial metabolic limitation by trigger­
ing deregulation of the metabolism (4-7, 10). On cellulose, a
substrate more closely related to its natural ecosystem, C. cel­
lulolyticum was enabled to deal with ammonium limitation.
However, it should be pointed out that many of the anaerobic
environments in which cellulose is degraded are deficient in
combined nitrogen (14, 16, 23), and several previously de­
scribed cellulolytic clostridia exhibited ammonium-repressible
nitrogenase activity (15, 16, 18). Hence, in the same way that
growth of C. cellulolyticum with soluble glucide appeared as an
aberration when taking into account the natural bacterial eco­
system, cultures with ammonium as a sole and easily available
nitrogen source could distort the bacterial metabolism, as sug­
gested by a recent study with Clostridium hungatei (18). This
could further explain the presence of free amino acids in the
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culture supernatant even with ammonium limitation, which
suggests that the uptake of nutrients and the generation of
biosynthetic precursors occur faster than their utilization for
biomass production. In the environment, natural lignocellu­
losic compounds contain hemicellulose and lignine in addition
to cellulose fibers. The proportion and fitting together of these
biopolymers and the nature of the nitrogen source certainly
influence the degradative capacities of C. cellulolyticum, un­
derlining that much remain to be learned about the N2-fixing
ability of and the catabolism of lignocellulose by cellulolytic
bacteria.
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III. Discussion

Les cultures en conditions d'ammonium limitant et de carbone saturant entraînent

généralement un découplage énergétique entre les voies de l'anabolisme et du catabolisme (Larsson

et al., 1997) et la mise en place de réactions de dissipation d'énergie (Russell et Cook, 1995). En

conditions d'ammonium limitant avec la cellulose comme seule source de carbone et d'énergie, les

yM~x et YX/~x sont tous deux plus faibles que ceux obtenus en conditions de cellulose Iimitante

(Desvaux et al., 2001b). Ainsi les cultures en limitation d'ammonium sur cellulose n'utilisent pas l'ATP

de manière optimale d'autant plus que le qATP est plus élevé qu'en condition de cellulose Iimitante.

Une telle diminution des rendements énergétiques et de croissance est liée à un découplage entre

l'anabolisme, qui est limité par la source d'azote, et le catabolisme, qui conduit à un excès d'énergie;

la production d'ATP est alors supérieure aux besoins énergétiques cellulaires. Ainsi la limitation par les

cellulases du flux carboné entrant ne permet pas d'éviter ce phénomène. Les m et mATP quant à eux

ne sont pas différents de ceux obtenus en conditions de cellulose Iimitante (Desvaux et al., 2001b).

Puisque la maintenance énergétique, qui correspond aux besoins énergétiques cellulaires vers des

fonctions qui ne sont pas associées à la croissance (Neijssel et Tempest, 1976 ; Russell et Cook,

1995), n'augmente pas, un gaspillage énergétique associé aux fonctions de maintenance n'intervient

pas (Bond et Russell, 1996).

Quand les cellodextrines solubles entrent dans la cellule bactérienne, elles sont d'abord

converties en G1P et en G6P. Comme précédemment, la proportion de carbone traversant la

phosphoglucomutase reste quasiment constante quelle que soit la vitesse spécifique du flux carboné

entrant. En plus des voies de formation du glycogène, des exopolysaccharides ou du G6P, le G1P est

aussi dirigé vers la formation de cellodextrines essentiellement aux faibles taux de dilution. Aucune

cellodextrine dont la taille est supérieure au cellotriose n'a cependant été détectée. En présence d'une

source de carbone en excès et lorsque la croissance est limitée par un autre nutriment, de fortes

concentrations en glycogène intracellulaire sont généralement observées (Preiss, 1996). En effet, la

concentration de glycogène apparaît supérieure à celle obtenue en condition de cellulose limitante et

atteint jusqu'à 16% du poids sec des cellules. Cependant ce résultat contraste avec les bactéries

cellulolytiques du rumen pour lesquelles l'accumulation de polysaccharides intracellulaires peut

représenter jusqu'à 60% du poids sec des cellules (Russell, 1998).

Dans des conditions de limitation en ammonium sur cellulose, le flux carboné dirigé vers le

glycogène, les cellodextrines et les exopolysaccharides n'est pas aussi élevé que sur cellobiose ce qui

serait encore associé à la vitesse spécifique de consommation du substrat carboné plus faible sur

cellulose que sur cellobiose (Guedon et al., 2000a). Aux faibles vitesses spécifiques de croissance, la

production d'acétate est favorisée puis la proportion d'acétyl-CoA dirigée vers la voie de formation de

l'éthanol augmente aux f.l plus élevés. Quant à la production de lactate et de pyruvate extracellulaire,
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elle diminue avec l'augmentation du taux de dilution. Sur cellulose, C10stridium ce//u/o/yticum est donc

capable de réguler efficacement son flux de carbone et d'électrons même en conditions d'ammonium

limitant. Il faut cependant noter que les environnements naturels sont le plus souvent déficients en

azote combiné (Postgate, 1983). Ainsi, de la même manière que la croissance de C10stridium

ce//u/o/yticum sur un substrat soluble est apparue comme une aberration métabolique, la croissance

de cette bactérie en présence d'ammonium comme seule et unique source d'azote pourrait avoir

entraîné certaines dérégulations métaboliques, d'autant que la plupart des bactéries cellulolytiques de

l'environnement étudiées possèdent une activité nitrogénase réprimée en présence d'ammonium

(Monserrate et al., 2001).
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Conclusion et Perspectives

Chapitre 3 : CONCLUSIO,\1 ET PERSPECTI\'ES

Le nombre de travaux portant sur les cellulases et le cellulosome est considérable comparé à

celui portant sur l'aspect métabolique de la digestion de la cellulose (Belaich et al. 1997 ; Mitchell,

1998 ; Schwarz, 2001a). L'objectif principal de ce travail était d'acquérir une meilleure connaissance

de la physiologie de Clostridium cel/u/o/yticum et des c10stridia cellulolytiques mésophiles d'une

manière générale. La mise en œuvre de cultures continues et discontinues avec Clostridium

ce//u/o/yticum a permis de dresser un schéma détaillé des régulations métaboliques développées par

ce micro-organisme sur cellulose qui peut aussi servir de base pour la compréhension du rôle de ce

micro-organisme dans l'environnement ou encore pour des applications biotechnologiques de cette

bactérie.

L'étude du flux carboné lors de cultures discontinues et continues de Clostridium ce//u/o/yticum

sur un milieu synthétique contenant du cellobiose comme seule et unique source de carbone et

d'énergie (Guedon et al., 1999a), indiquait que les flux du carbone et des électrons étaient mieux

contrôlés comparés aux cultures précédemment effectuées sur un milieu complexe riche en extrait de

levure (Payot et al., 1998). En effet, le rapport NADH/NAD+ restait compris entre 0,3 et 0,7 alors que

des rapports aussi élevés que 57 étaient trouvés sur milieu complexe. Par ailleurs, la vitesse spécifique

de consommation du cellobiose était bien plus élevée sur milieu synthétique puisqu'elle atteignait un

maximum de 2,13 mmol.(g de biomasseyl.h-1 pour seulement 0,68 mmol.(g de biomasseyl.h-1 sur

milieu complexe. Ces résultats ont permis d'écarter définitivement le défaut de contrôle du flux

électronique comme la cause principale de l'inhibition de croissance chez Clostridium ce//u/o/yticum en

milieu synthétique. Lors d'une culture continue où la concentration en cellobiose était augmentée par

paliers en maintenant les conditions de culture en carbone limitant, une biomasse supérieure à celle

obtenue en conditions de carbone saturant a pu être obtenue. A l'inverse, une augmentation brutale

de la concentration en cellobiose a entraîné une inhibition de croissance qui s'est manifestée par une

chute de la biomasse et une augmentation de la concentration résiduelle en cellobiose. Ces données

indiquent que sur cellobiose Clostndium ce//u/o/yticum n'est pas capable d'optimiser sa croissance et
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de réguler le flux carboné entrant. Cette interprétation a été confirmée par:

• des cultures discontinues où il a été démontré que l'inhibition de croissance n'était pas

due à une carence nutritionnelle ou à une inhibition par des composés extracellulaires,

• la croissance de C/ostridium ce//u/o/yticum en tubes à dialyse où aucune inhibition de

croissance n'est observée, le flux carboné étant limité par la vitesse de diffusion du

substrat au travers de la membrane de dialyse.

Ces résultats ont été obtenus en utilisant une cellodextrine soluble, le cellobiose, censé

représenter une croissance sur cellulose. Cependant, la cellulose étant un substrat insoluble, son

utilisation par C/ostridium cel/u/o/yticum nécessite l'adhésion de la bactérie aux fibres de cellulose puis

son hydrolyse en glucides solubles assimilables par la cellule bactérienne. Ainsi, la dégradation de la

cellulose a été dans un premier temps étudiée lors de cultures discontinues (Desvaux et al., 2000), en

bioréacteur à pH régulé et en utilisant le milieu de culture chimiquement défini développé

précédemment (Guedon et al., 1999b). En fonction de la concentration en cellulose initiale, la

distribution du flux carboné n'était pas identique ce qui indiquait une certaine flexibilité du

métabolisme de C/ostridium cel/u/o/yticum :

• avec moins de 6,7 gX1 de cellulose initiale, l'acétate, l'éthanol, le dihydrogène et le

dioxyde de carbone étaient les produits majeurs de la fermentation. Dans cette gamme

de concentrations, plus de 85% de la cellulose étaient dégradée en 5 jours. Par ailleurs,

le flux électronique de la glycolyse était équilibré par la production de dihydrogène et

d'éthanol, la concentration de ce dernier augmentant avec la concentration de cellulose

initiale introduite.

• dans une gamme de concentration supérieure à 6,7 gX1 de cellulose, le pourcentage

de dégradation de la cellulose diminuait. La plupart de l'activité cellulasique restait

associée aux fibres de cellulose. La densité cellulaire obtenue en fin de fermentation

n'augmentait plus quelle que soit la concentration de cellulose ajoutée. Le flux carboné

se réorientait vers la formation d'acétate aux dépens de la formation de l'éthanol tandis

que la production de lactate augmentait. De façon assez surprenante, l'excrétion de

pyruvate dans le milieu extracellulaire est observée, même sur cellulose. De manière

concomitante, les rendements de croissance et énergétique chutaient ce qui semblait

indiquer, comme sur cellobiose, que l'arrêt de croissance était associé à un flux carboné

entrant élevé (Guedon et al., 1999a).

L'ensemble des flux métaboliques obtenus sur cellulose était plus faible que sur cellobiose ce

qui semble indiquer que le métabolisme mis en évidence sur cellobiose est faussé par rapport à un

substrat plus proche des composés lignocellulosiques tels que la cellulose. Afin de surmonter l'arrêt de
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croissance et d'améliorer la dégradation de la cellulose pour des concentrations en cellulose initiale

supérieures à 6,7 gX\ une culture discontinue a été réinoculée à 96 h d'intervalle. Cette procédure a

permis d'augmenter la densité cellulaire, la digestion de la cellulose et la concentration des produits

finaux comparativement à une culture discontinue classique. Ce résultat confirme que, même sur

cellulose, l'arrêt de croissance n'est pas un phénomène d'inhibition extracellulaire, mais bien le

résultat d'une auto-intoxication des cellules.

Certaines différences observées entre les premières investigations de Giallo et al. (1985)

menées sur le métabolisme de la cellulose par Clostridium ce//u/o/yticum et l'étude précédente

(Desvaux et al., 2000) pouvaient être attribuées à la régulation du pH en cours de culture. Des

croissances en cultures discontinues et continues de Clostndium ce//u/o/yticum ont donc été effectuées

afin d'évaluer l'influence de l'acidification du milieu de culture sur le catabolisme de la cellulose

(Desvaux et al., 2001a). En culture discontinue sans régulation du pH, une dégradation de la cellulose

plus faible ainsi qu'une accumulation de glucides solubles issus de la cellulolyse plus importante ont

été obtenus sur cellulose par rapport à une culture contrôlée à pH 7,2. Cette dégradation de la

cellulose plus importante avec un pH régulé a permis une production plus importante de catabolites

aux dépens d'une accumulation des cellodextrines solubles. Le contrôle du pH a amélioré la quantité

de biomasse, d'éthanol et de lactate produits tandis que des concentrations en lactate et en pyruvate

plus importantes ont été obtenues en conditions de pH non régulé. En cultures continues sur cellulose

avec un taux de dilution constant et où le pH variait de 7,4 à 6,2, la densité cellulaire maximale a été

obtenue à pH 7,0 ; à pH 6,4, elle était quatre fois plus faible. Ainsi, l'acidification du milieu de culture

influence davantage la formation de la biomasse que la vitesse spécifique de consommation de la

cellulose qui passe de 11,74 à 10,13 milliéquivalents carbones.(g de biomasser1.h-1. Entre pH 7,4 et

6,4, il apparaissait que les rendements énergétiques et de croissance ne diminuaient pas, la transition

vers l'arrêt de croissance se faisant de manière abrupte. La diminution du pH a induit le passage d'une

fermentation acétate-éthanol à une fermentation lactate-éthanol. Dans le même temps, le rapport

acétate/éthanol a diminué pour atteindre une valeur très proche de 1 à pH 6,4. Quel que soit le pH, la

LDH était toujours en excès par rapport au flux métabolique dirigé vers la formation de lactate par

contre la biosynthèse et l'efficacité catabolique de la PFO diminuait comme l'indiquait le rapport de

son activité spécifique enzymatique sur la vitesse spécifique de formation de l'acétyl-CoA qui chutait

de 9,8 à 1,8. Le changement d'une seule unité de pH a induit des changements métaboliques

considérables conduisant à l'arrêt de croissance à pH 6,2. Ainsi, C/ostridium ce//u/o/yticum apparaît

aussi sensible que les bactéries cellulolytiques du rumen à l'acidification du milieu de culture. Les

bactéries cellulolytiques anaérobies jusqu'ici étudiées ne peuvent pas croître à des pH inférieurs à 6 ce

qui suggère que ces micro-organismes ont évolué dans des environnements où la tolérance à de telles

conditions n'est pas requise pour une compétition efficace avec les autres micro-organismes du

biotope.
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Le catabolisme carboné de C/ostridium ce//u/o/yticum a jusqu'à présent été caractérisé en

cultures continues en utilisant le cellobiose comme seule source de carbone. Les cultures discontinues

effectuées sur cellulose (Desvaux et al., 2000) indiquent que le métabolisme de cette bactérie n'est

pas en tous points identique à celui obtenu sur un glucide soluble issu de la cellulolyse tel que le

cellobiose. Ainsi, les caractéristiques métaboliques de C/ostridium ce//u/o/yticum ont été décrites de

manière cinétique pour la fermentation de la cellulose en utilisant les techniques d'analyse de la

culture continue (Desvaux et al., 2001b). Ces cultures en continu pouvaient être qualifiées de cultures

en chémostat puisque certaines caractéristiques physiologiques propres à C/ostndium ce//u/o/yticum en

conditions de carbone limitant (Guedon et al., 1999b) ont été enregistrées telles que:

• des rapports ATP/ADP inférieurs à l,

• une production de lactate limitée aux vitesses spécifiques de croissance faibles,

• des rapports NADH/NAD+ et QNADH prodUiJ QNADH utilisé diminués aux taux de dilution plus

élevés.

Quel que soit le taux de dilution, l'éthanol et l'acétate étaient les produits finaux majeurs du

catabolisme. Contrairement aux chémostats en cellobiose limitant (Guedon et al., 1999b), aucun

basculement métabolique d'une fermentation acétate-éthanol à une fermentation lactate-éthanol

n'était observé pour des taux de dilution croissants. Le rapport acétate/éthanol était toujours

supérieur à 1 mais il diminuait avec des vitesses spécifiques de croissance plus élevées. Sur cellulose,

le G1P et le G6P appartenaient à des embranchements métaboliques importants puisqu'il y a d'autant

plus de G1P généré que la cellodextrine soluble incorporée par la cellule est longue. La proportion de

carbone traversant la phosphoglucomutase restait constante tandis que l'excès de carbone était

dissipé vers la biosynthèse d'exopolysaccharides ou de glycogène. Le pourcentage de carbone

métabolisé via la PFO diminuait avec l'augmentation de la vitesse spécifique de croissance. L'acétyl­

CoA était principalement dirigé vers la formation d'acétate qui représentait au moins 27,1% du flux

carboné entrant. Cependant la proportion de carbone dirigé vers les voies anaboliques et l'éthanol

augmentait avec le D et atteignait respectivement 27,3 et 16,8% du flux carboné entrant pour un D

de O,083h-1
. Les productions de lactate et de pyruvate restaient faibles et représentaient au maximum

1,5 et 0,2% respectivement du flux carboné entrant. Le rendement de croissance (y~~x ) obtenu sur

cellulose était plus élevé que sur cellobiose. Par comparaison avec le cellobiose, l'hydrolyse de la

cellulose par le cellulosome introduit une régulation du flux carboné entrant supplémentaire qui

conduit à des vitesses spécifiques de croissance plus faibles ; le métabolisme du carbone apparaît

alors mieux régulé que sur cellobiose. C/ostridium ce//u/o/yticum semble donc bien adapté et même

restreint à une croissance sur des substrats de type cellulosiques.

Par la suite, l'hydrolyse et la fermentation de la cellulose ont été étudiées en cultures continues

avec des concentrations croissantes en cellulose (Desvaux et al., 2001c). Avec un taux de dilution fixé
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à 0,048 h-l, la formation de la biomasse augmentait proportionnellement à la concentration de

cellulose apportée par le réservoir d'alimentation ; cependant au-delà de 7,6 gX1 de cellulose la

densité cellulaire plafonnait. Le pourcentage de dégradation de la cellulose chute de 32,8% à 8,3%

pour des concentrations en cellulose dans le réservoir d'alimentation passant de 1,9 à 27,0 gX1

respectivement, tandis que les cellodextrines solubles s'accumulaient et représentaient jusqu'à 4,0%

du carbone consommé. Le basculement des cultures de condition cellulose Iimitante à cellulose

saturante s'accompagnait d'une augmentation du rapport acétate/éthanol ainsi que d'une production

plus importante de lactate. Une étude cinétique du métabolisme de C/ostridium cel/u/o/yticum en

condition de substrats saturants a aussi été effectuée ; comparativement aux cultures en conditions

de cellulose limitante (Desvaux et al., 2001b), dans les cultures continues en conditions de cellulose

saturant, nous avons pu observer que:

• les rapports ATP/ADP, NADH/NAD+ et QNADH ProduiJQNADH utilisé étaient élevés et reliés à un

catabolisme plus actif,

• le rapport acétate/éthanol augmentait alors que la production de lactate diminuait avec

des taux de dilution croissants,

• les YA~~X et yx~x étaient plus faibles.

C/ostridium ce//u/o/yticum est donc capable de réguler et d'optimiser le métabolisme du carbone

en conditions de saturation de cellulose. Cependant, le fait qu'une partie des glucides catabolisés et

donc de l'ATP, ne soient plus associés à la production de biomasse en condition d'excès de cellulose et

que de manière concomitante apparaisse une production de lactate et une excrétion de pyruvate

suggère une accumulation de composé(s) intracellulaire(s) inhibiteur(s) (Guedon et al., 1999a). Ces

derniers peuvent par ailleurs expliquer l'établissement d'un état stationnaire des cultures continues

dans des conditions d'excès de tous les nutriments. Quelques différences ont pu être observées entre

une croissance en conditions de cellobiose saturant (Guedon et al., 2000b) et en conditions de

cellulose saturant, en effet, tandis que:

• avec le cellobiose comme seule source de carbone, des flux carbonés entrants aussi

élevés que 5,14 mmol.(g de biomasser1.h-1 pouvaient être atteints, le flux carboné

entrant maximum obtenu sur cellulose n'excédait pas 2,91 mmol.(g de biomasser1.h-1,

• sur cellobiose les rapports NADH/NAD+ pouvaient atteindre l,51, ils étaient toujours

inférieurs à 1 sur cellulose,

• sur cellobiose une proportion importante du flux carboné pouvait être dirigée vers les

exopolysaccharides, les protéines extracellulaires ou encore les acides aminés libres, ces

débordements métaboliques étaient bien plus limités sur cellulose.
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Toutes ces différences sont associées au flux carboné entrant plus élevé sur cellobiose que sur

cellulose.

Enfin, l'étude de la dégradation de la cellulose par C/ostridium ce//u/o/yticum a été effectuée en

cultures continues avec l'ammonium comme nutriment limitant de la croissance (Desvaux et

Petitdemange, 2001). Quel que soit le taux de dilution, l'acétate était une fois encore le produit

majeur du catabolisme de la cellulose. Lorsque le taux de dilution augmentait, l'acétyl-CoA était

réorienté vers la formation d'éthanol, qui pouvait représenter jusqu'à 17,7% du carbone consommé,

le rapport acétate/éthanol restait cependant toujours supérieur à 1. Le lactate était produit de

manière significative, mais avec des taux de dilution croissants, la vitesse spécifique de production du

lactate déclinait de la même manière que la vitesse spécifique de formation du pyruvate

extracellulaire. La proportion du flux carboné entrant dirigée vers la phosphoglucomutase restant

constante, le surplus de carbone était dissipé principalement par les voies de biosynthèse des

exopolysaccharides et du glycogène aux taux de dilution élevés tandis que l'excrétion de cellobiose et

de cellotriose se produisait essentiellement aux taux de dilution faibles. Avec l'augmentation du taux

de dilution, la vitesse spécifique du flux carboné dirigé vers les catabolites augmentait, mais à l'inverse

du flux dirigé vers les voies anaboliques, elle représentait une proportion du flux carboné entrant de

moins en moins importante. Les YAr:;.~x et Yx/~x étaient plus faibles que ceux obtenus en conditions de

cellulose Iimitante (Desvaux et al., 2001b) indiquant un découplage entre l'anabolisme et le

catabolisme conduisant à un excès d'énergie. Par comparaison avec une croissance en conditions

d'ammonium limitant sur cellobiose (Guedon et al., 2000a) :

• des vitesses spécifiques de consommation du substrat carboné aussi élevées que 26,72

mmol.(g de biomasser1.h-1ne pouvaient être atteintes sur cellulose.

• les proportions du carbone dirigé vers les cellodextrines, le glycogène et les

exopolysaccharides n'étaient pas aussi élevées que celle déterminées sur cellobiose.

Tandis que l'utilisation du cellobiose a permis de mettre en exergue les limitations métaboliques

et les régulations de C/ostridium ce//u/o/yticum en conditions de limitation en ammonium, en carbone

et de saturation de substrats. Certaines de ces réponses métaboliques doivent être interprétées

comme des distorsions du métabolisme. De même que la croissance de C/ostndium ce//u/o/yticum sur

un substrat carboné soluble facilement disponible induit des dérégulations du métabolisme,

l'ammonium peut aussi être considéré comme une source d'azote facilement assimilable surtout pour

des bactéries anaérobies de l'environnement (Leschine, 1995).

L'étude du métabolisme de C/ostndium ce//u/o/yticum sur cellulose pourrait se résumer à une

succession d'études utilisant des conditions de culture peu adaptées à la physiologie de ce micro-
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organisme. En effet, cette bactérie cellulolytique de l'environnement:

• a dans un premier temps été cultivée sur un milieu complexe enrichi en extrait de

levure alors que son écosystème naturel est vraisemblablement plutôt oligotrophe.

• a été longtemps étudiée sur cellobiose qui est une cellodextrine soluble dont la nature

physique reste très éloignée des composés lignocellulosiques naturels.

• est particulièrement sensible à l'acidification du milieu de culture comme toutes les

bactéries cellulolytiques anaérobies étudiées. L'influence du pH a pourtant été écartée

dès les premières études métaboliques.

• a un flux carboné entrant suffisamment important même sur cellulose pour entraîner

un arrêt de croissance. Une étude du métabolisme de Clostridium ce//u/o/yticum sur un

substrat de type lignocellulosique serait nécessaire afin de vérifier si cette excrétion de

pyruvate est bien le résultat de l'utilisation d'une cellulose commerciale trop facilement

hydrolysable ou s'il s'agit d'une régulation métabolique.

• pourrait utiliser principalement l'azote atmosphérique dans son environnement naturel

comme beaucoup de c10stridia cellulolytiques (Leschine, 1995). De la même manière que

le cellobiose, la présence d'une source d'azote abondante et facilement assimilable tel

que l'ammonium pourrait entraîner des dérégulations métaboliques, cette hypothèse

nécessite elle aussi une investigation plus poussée (Monserrate et al., 2001).

Tout ceci se rapproche des problèmes plus larges que posent les phénomènes de non

cultivabilité de certaines bactéries de l'environnement. En effet, la procédure classique de

régénération d'isolats bactériens implique la croissance des micro-organismes dans des milieux

d'enrichissement afin de parer à toutes carences nutritionnelles. Cependant, à partir des résultats

obtenus ici, il est envisageable que des bactéries plus sensibles encore que Clostridium ce//u/o/yticum

aient une croissance complètement inhibée par de telles conditions de culture.

Clostridium ce//u/o/yticum apparaît donc adapté et même restreint à une croissance sur un

substrat de type cellulosique. Cependant, bien que plus limité sur cellulose que sur cellobiose, un flux

carboné entrant élevé entraîne un arrêt de croissance corrélé à une excrétion de pyruvate traduisant

une accumulation intracellulaire d'intermédiaire(s) métabolique(s). Bien qu'il ne soit pas encore

démontré que le pyruvate soit le véritable inhibiteur direct de la croissance, cet aspect du

métabolisme de Clostridium ce//u/o/yticum nécessitant une étude plus poussée, il peut être supposé

que la croissance soit améliorée si ce composé ne s'accumule pas.

Par ailleurs, cette étude physiologique devrait être approfondie par une approche moléculaire

notamment par une analyse transcriptionnelle des enzymes du catabolisme en relation avec celle des
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gènes du cellulosome. De récentes études suggèrent en effet que l'activité catalytique du cellulosome

pourrait être modulée en fonction du substrat insoluble à hydrolyser (Mouhand-Oussaid et al., 1999 ;

Schwarz, 2001a). Il faut aussi souligner que le métabolisme des autres glucides issus de la

dégradation de la Iignocellulose notamment celui des pentoses, tel que le xylose, ainsi que les

transporteurs impliqués dans l'incorporation de ces glucides n'ont pas encore été caractérisé chez C.

cellulolyticum.

L'étude physiologique détaillée de ce métabolisme permet à présent d'envisager l'amélioration

par ingénierie métabolique du catabolisme de la cellulose chez C/ostridium cellulolyticum (Otergaard et

al., 2000). En effet, des plasmides navettes entre Escherichia coli et les espèces du genre C/ostridium

sont disponibles ainsi que des protocoles d'électrotransformation et des techniques de cultures en

boîtes de Pétri pour ce micro-organisme présentant une sensibilité importante à l'oxygène (Jennert et

al., 2000).

Une première approche consiste à détourner le flux carboné vers une voie de délestage afin de

limiter l'accumulation intracellulaire de pyruvate (Guedon, 2000). Dans cette optique, une nouvelle

voie métabolique en prise directe sur le pyruvate a été constituée à partir d'une pyruvate

décarboxylase (PDC) (EC 4.1.1.1) et d'une alcool déshydrogénase (ADH). Un opéron artificiel sous

contrôle d'un promoteur ferrédoxine constitutif de C/ostridium pasteurianum (Graves et al., 1985) a

été construit à partir des gènes pdc et adhII de Zymomonas mobilis codants pour ces deux enzymes.

L'expression hétérologue de ces gènes chez des entérobactéries ou plus récemment des

cyanobactéries s'est avérée très efficace (Ingram et al., 1987, 1999 ; Lindsay et al., 1995 ; Ming-De et

Coleman, 1999 ; Otha et al., 1991a, 1991b). Les premiers résultats obtenus indiquent qu'en culture

discontinue sur cellulose, la croissance a été très nettement améliorée puisqu'une densité cellulaire

supérieure et une dégradation plus importante du substrat cellulosique a été obtenue par rapport à la

souche sauvage. Cependant, de manière assez surprenante, l'éthanol n'est pas le produit majoritaire

de la fermentation. Cette construction ne parvient pas à détourner tout le flux carboné vers la

production d'éthanol. Au moins deux hypothèses peuvent expliquer ce résultat:

• Dans toutes les conditions de culture étudiées aussi bien sur cellulose que sur

cellobiose, l'acétate reste toujours le catabolite majeur produit lors de la croissance ce qui

indique selon toute vraisemblance l'importance de cette voie catabolique dans le

métabolisme de C/ostridium ceilluiolyticum. Comme l'indique l'énergie de maintenance et

les rendements énergétiques obtenus sur cellulose (Desvaux et al., 2001a, 2001b), le

détournement complet du flux métabolique en faveur de cette nouvelle voie de

production de l'éthanol est sans doute physiologiquement impossible. Ainsi, il est possible

que seuls les transformants pouvant produire de l'acétate et de l'éthanol selon les voies

originales et ainsi maintenir une balance énergétique et d'oxydoréduction correcte aient

pu être sélectionnés.
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• Bien que les produits de ces deux gènes pdc et adhii soient exprimés chez C/ostridium

ce//u/o/yticum l'activité spécifique de la PDC est plus faible que celle enregistrée chez

d'autres espèces bactériennes où ce type de construction a été introduit. Les gènes issus

de Zymomonas mobi/is, dans pdc notamment, possèdent des codons rares pour

C/ostridium ce//u/o/yticum. Si l'expression de ce gène n'est pas optimale, le flux carboné

n'est donc pas correctement détourné vers la nouvelle voie de production de l'éthanol, la

PDC étant l'enzyme en prise directe sur le pyruvate. L'expression hétérologue de ces

gènes chez C/ostridium ce//u/o/yticum pourrait être améliorée notamment par mutagenèse

dirigée.

Une autre approche possible consiste à favoriser l'écoulement du flux carboné principalement

au niveau du pyruvate. Il peut ainsi être envisagé d'utiliser une PFO issue d'une autre espèce de

C/ostridium saccharolytique telle que C/ostridium pasteurianum à partir duquel ce gène a été

récemment isolé (Moulis et al., 1996). La surexpression de cette enzyme grâce à un plasmide navette

aurait plusieurs avantages par rapport à la stratégie précédente:

• Ce gène ne possède pas de codon rare pour C/ostndium ce//u/o/yticum, C/ostridium

pasteurianum étant phylogénétiquement plus proche que Zymomonas mobi/is.

• Le flux carboné étant dirigé vers l'acétyl-CoA, il peut aussi bien être redirigé vers la

formation d'acétate ou d'éthanol et ainsi répondre aux besoins énergétiques de la cellule.

• L'acétyl-CoA occupe une position stratégique dans l'orientation des flux cataboliques.

Chez les clostridia, à partir de ce précurseur de nombreux catabolites primaires d'intérêt

industriel se forment, notamment des solvants tels que l'éthanol, le butanol, l'acétone ou

encore l'isopropanol. Si cette approche fonctionne, elle pourrait servir de base pour la

production à partir de la cellulose d'autres catabolites que l'éthanol.
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Clostridium ce//u/o/yticum est une bactérie cellulolytique anaérobie niésophile qui dégrade la 

cellulose grâce à un complexe multienzymatique extracellùlaire, le cellulosome. L'analyse de son 

métabolisme a révélé que l'inhibition précoce de sa croissance observée depuis longtemps lors de 

cultures discontinues est due à un flux carboné entrant élevé. Cependant, les résultats de cette étude 

métabolique sont issus de cultures sur une cellodextrine soluble, le cellobiose, et sont supposés 

représentatifs d'une croissance sur cellulose. 

Afin de savoir dans quelle mesure les résultats obtenus sur cellobiose sont transposables sur 

cellulose, des cultures discontinues et continues à flux segmentés ont été réalisées sur une cellulose 

native plus proche des composés lignocellulosiques rencontrés dans l'écosystème. de Clostridium 

ce//u/o/yticum. En culture discontinue, l'arrêt de croissance semble également être le résultat d'un flux 

carboné entrant élevé entraînant l'accumulation de composé(s) intracellulaire(s) inhibiteur(s). Par 

ailleurs, Clostridium ce//u/o/yticum apparaît aussi sensible que les bactéries cellulolytiques du rumen à 

l'acidification du milieu de culture car elle ne peut croître à des pH significativement inférieurs à 6 .. 

L'analyse des flux métaboliques en cultures continues sur cellulose en ~onditions de carbone 

limitant, d'ammonium limitant et aussi de substrats saturants a permis de montrer que (i) l'hydrolyse 

de la cellulose par le cellulosome introduit une régulation supplémentaire du flux carboné entrant, (ii) 

il y a d'autant plus de glucose l-phosphate généré que la cellodextrine incorporée est longue, (iii) la 

phosphoglucomutase contrôle le flux carboné dirigé vers la glycolyse: (iv) le surplus de carbone est 

stocké transitoirement sous forme de glycogène, (v) le carrefour métabolique au niveau du pyruvate' 

et de l'acétyl-CoA est capital dans le contrôle du flux électronique et énergétique de la cellule, (vi) les 

flux métaboliques restent globalement inférieurs à ceux obtenus sur cellobiose. 

L'utilisation du cellobiose a permis de mettre en exergue des limitations métaboliques de 
. ! 

Clostridium ce//u/o/yticum mais lorsque les flux carbonés entrants sont particulièrement élevés ces 

régulations doivent être interprétées comme des distorsions du métabolisme induites par l'utilisation 

d'un substrat carboné soluble dont la nature physique est très élOignée de la cellulose native. 

Clostrid(um ce//u/o/yticum apparaît bien adapté et même restreint. à la fermentation de composés 

cellulosiques. 

Mots-dés: Clostridium ce//u/o/yticum, cellulose, cellobiose, culture continue, analyse métabolique, 

inhibition de croissance, flux carboné. 
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