
POST. MIKROBIOL.,
2015, 54, 4, 364–373
http://www.pm.microbiology.pl

*  Autor korespondencyjny: Szkoła Główna Gospodarstwa Wiejskiego w Warszawie, Wydział Nauk o Żywności, Katedra Biotechno­
logii, Mikrobiologii i Oceny Żywności, Zakład Biotechnologii i Mikrobiologii Żywności, 02-776 Warszawa, ul. Nowoursynowska 159C; 
tel. (022) 59 37 663; e-mail: anna_kot@sggw.pl

1.  Wstęp 

Pomysł wykorzystania drobnoustrojów do produk­
cji tłuszczu zrodził się w Niemczech w okresie mię­
dzywojennym. Naukowcy zaczęli prowadzić badania 
nad uzyskaniem zamienników tłuszczów roślinnych, 
których brakowało wówczas na rynku [9]. Jak podaje 
Ratledge pierwsze wzmianki w literaturze pochodzą 
z 1922 roku i dotyczyły produkcji tłuszczu mikrobio­
logicznego przez drożdże Endomyces vernalis [40]. Nie­
stety badania te były skazane na porażkę, ze względu 
na brak sprzętu umożliwiającego prowadzenie procesu 
w urządzeniach na skalę przemysłową oraz niedosta­
teczną wiedzę z zakresu modyfikacji genetycznych [9]. 
Zainteresowanie naukowców pozyskiwaniem tłuszczu 
mikrobiologicznego znacznie wzrosło w ciągu ostatnich 
30 lat. Dokonano olbrzymich postępów w identyfikacji 
mikroorganizmów olejogennych oraz mechanizmów 
syntezy tłuszczu. Mikroorganizmy olejogenne defi­
niowane są jako zdolne do wytwarzania i akumulacji 
powyżej 20% tłuszczu w suchej substancji komórkowej. 
W literaturze lipidy pochodzenia mikrobiologicznego 

określane są skrótem SCO (Single Cell Oil). Termin ten 
został wprowadzony w 1974 roku przez Ratledge’a ana­
logicznie do nazwy białka jednokomórkowców – SCP 
(Single Cell Protein) [9, 39]. 

2.  Mikroorganizmy olejogenne 

Wszystkie żywe organizmy wytwarzają substancje 
lipidowe, których zawartość w komórce nie przekra­
cza zwykle 5% w suchej substancji. Związki te są nie­
zbędne do budowy i prawidłowego funkcjonowania 
błon komórkowych [26]. Mikroorganizmy olejogenne, 
w  specyficznych warunkach akumulują lipidy, które 
odkładane są w tzw. ciałkach lipidowych (ang. lipid 
bodies – LB) [21]. Tłuszcz występuje głównie w  for­
mie triacylogliceroli (ok. 80%) [38], a  w  mniejszych 
ilościach znajdują się także wolne kwasy tłuszczowe, 
monoacyloglicerole, diacyloglicerole, sterole, fosfoli­
pidy i glikolipidy [35]. Budowa ciałek lipidowych jest 
taka sama u wszystkich organizmów eukariotycznych 
[18]. Hydrofobowy rdzeń otacza warstwa fosfolipi­
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dów związanych z białkami i w zależności od potrzeb 
komórki może ulegać degradacji przez specyficzne 
lipazy wewnątrzkomórkowe [1]. Wśród mikroorganiz­
mów olejogennych znajdują się mikroalgi, bakterie, 
pleśnie oraz drożdże [35]. 

Bakterie rzadko zawierają więcej niż 10% tłusz­
czu w suchej substancji, nie wykazują również zdol­
ności do syntezy wielonienasyconych kwasów tłusz­
czowych. Intensyfikację procesu akumulacji lipidów 
można osiągnąć przez zastosowanie podłoży bogatych 
w  węglowodany oraz silne napowietrzanie hodowli 
[30]. Do prokariotycznych organizmów olejeogennych 
zalicza się szereg gatunków z rodzajów Mycobacterium, 
Streptomyces, Rhodococcus i  Nocardia [2]. W  warun­
kach niedoboru azotu Rhodococcus sp. i  Nocardia 
corallina akumulują przede wszystkim triacyloglicerole, 
z niewielką ilością diacylogliceroli i estrów woskowych. 
Wykorzystując jako źródło węgla glukozę niektóre pro­
mieniowce mogą gromadzić nawet do 70% triacylogli­
ceroli w suchej substancji komórkowej. Wytwarzanie 
i wewnątrzkomórkowa akumulacja lipidów w komór­
kach bakterii ma ścisły związek z fazą wzrostu i nastę­
puje po zaprzestaniu biosyntezy białka [47]. 

Mikroalgi są zdolne do syntezy dużych ilości lipi­
dów, na co mają wpływ głównie intensywność świa­
tła, pH, stężenie rozpuszczonego tlenu i CO2, stężenie 
składników odżywczych takich jak azot, fosfor, krzem, 
żelazo oraz obecność organicznych źródeł węgla. We 
właściwie skomponowanym podłożu i przy odpowied­
nio dobranych parametrach hodowli uzyskano biomasę 
komórkową Schizochytrium sp. zawierającą 77 g tłusz­
czu/100 gs.s., Botryococcus braunii (75 g tłuszczu/100 gs.s.) 
oraz Nannochloropsis sp. (68 g tłuszczu/100 gs.s.) [47]. 

Niektóre olejogenne pleśnie mają zdolność do gro- 
madzenia aż do 85% tłuszczu w  suchej substancji 

komórkowej. Proces ich syntezy i akumulacji jest ściśle 
związany z  wyczerpaniem składników odżywczych 
innych niż węgiel, co zapobiega proliferacji komórek, 
a nadal umożliwia przekształcenie substratu w  lipidy 
[29]. Na szczególną uwagę zasługują pleśnie z rodza­
jów Mucor, Mortierella, Rhizopus, Cunninghamella 
i Zygorhynchus, które mają zdolność do syntezy dużych 
ilości cennych z żywieniowego punktu widzenia kwa­
sów wielonienasyconych (PUFA) zwłaszcza kwasu 
γ-linolenowego (GLA) (C18:3n-6) oraz kwasu arachi­
donowego (ARA) (C20:4n-6) [27]. 

Najlepszymi producentami tłuszczu mikrobiolo­
gicznego są drożdże ze względu na ich wysoką zawar­
tość w biomasie komórkowej. Organizmy te wykazują 
szybkie tempo wzrostu i  niskie wymagania pokar­
mowe, a skład kwasów tłuszczowych można modyfi­
kować przez zmianę warunków hodowli [1]. Szacuje 
się, że spośród 600 znanych gatunków drożdży mniej 
niż 30 zdolnych jest do syntezy powyżej 20% tłuszczu 
w  suchej substancji komórkowej. Olejogenne droż­
dże należą głównie do rodzajów Yarrowia, Rhodo-
torula, Rhodosporidium, Cryptococcus, Trichosporon 
oraz Lipomyces [9]. Przykładowe zawartości tłuszczu 
w  suchej substancji komórkowej drożdży przedsta­
wiono w tabeli I. 

Profil kwasów tłuszczowych wytwarzanych przez 
drożdże zależy od gatunku, rodzaju zastosowanego 
podłoża, warunków hodowli, czasu jej trwania oraz 
temperatury [30]. Tłuszcze syntetyzowane przez olejo­
genne drożdże zawierają głównie kwasy: mirystynowy 
(C14:0), palmitynowy (C16:0), stearynowy (C18:0), 
oleinowy (C18:1), linolowy (C18:2) oraz linolenowy 
(C18:3) (tab. II) [32]. Kwas palmitynowy stanowi 
przeciętnie 15–25% (w/w) tłuszczu, natomiast kwas 
palmitoleinowy mniej niż 5% (w/w). Podobnie niski 

Cryptococcus albidus	 Glukoza	 27,80	 20
Cryptococcus curvatus 	 Glicerol	 25,00	 33
Lipomyces starkeyi	 Glukoza + ksyloza	 61,40	 58
Pichia guilliermondii	 Hydrolizat inuliny	 60,60	 52
Rhodotorula glutinis	 Glukoza	 60,69	 14
	 Melasa	 21,76	 24
	 Glicerol	 60,70	 44
Rhodotorula gracilis 	 Glicerol	 25,57	 10
Rhodotorula mucilaginosa 	 Skrobia z manioku	 52,90	 31
Saccharomyces spencerorum	 Glicerol	 37,40	 3
Yarrowia lipolytica	 Glicerol	 43,00	 34
	 Hydrolizat wytłoków trzciny cukrowej	 58,50	 50

Mikroorganizm Źródło węgla w podłożu
Zawartość tłuszczu
w suchej substancji

komórkowej (% w/w)
Piśmiennictwo

Tabela I
Przykładowe zawartości tłuszczu w biomasie wybranych gatunków drożdży
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udział w  całkowitej zawartości tłuszczu syntetyzo­
wanego przez drożdże ma kwas stearynowy (5–8%). 
Głównym kwasem tłuszczowym występującym w lipi­
dach drożdży jest kwas oleinowy, a  jego udział może 
wynosić nawet powyżej 70% (w/w). Zawartość kwasu 
linolowego zależnie od gatunku drożdży waha się 
w granicach 15–25% (w/w) [35]. 

3.	Enzymatyczne drogi syntezy tłuszczu
	 w komórkach drożdży 

W komórkach drożdży olejogennych synteza lipi­
dów może przebiegać w dwojaki sposób: na drodze de 
novo, czyli z cząsteczek acetylo-CoA i malonylo-CoA 
(rys. 1) oraz na drodze ex novo, czyli z hydrofobo­
wych substratów obecnych w środowisku (rys. 3) [9]. 
W metodzie de novo źródło węgla stanowią sacharydy 
takie jak glukoza, fruktoza, laktoza, sacharoza oraz 
cukrowe surowce odpadowe, np. melasa buraczana czy 
serwatka. W przypadku drugiego sposobu – ex novo, 
substratami są obecne w podłożu hodowlanym związki 
hydrofobowe, takie jak oleje roślinne, estry kwasów 
tłuszczowych, odpadowe tłuszcze pochodzenia roślin­
nego lub zwierzęcego, oleje rybne czy n-alkany [35]. 

3.1.  Biosynteza tłuszczu de novo 

Proces syntezy tłuszczu na drodze de novo można 
podzielić na dwa zasadnicze etapy. Pierwszy z  nich 
obejmuje reakcje prowadzące do wytworzenia ace­
tylo-CoA, a drugi konwersję tego związku do lipidów 
[13]. Substraty cukrowe przekształcane są w procesie 
glikolizy do kwasu pirogronowego, który przechodzi 
przez błonę mitochondrialną do matrix mitochondrial­
nej, gdzie kompleks dehydrogenazy pirogronianowej 
(PDC) katalizuje reakcję przekształcenia pirogronianu 
w acetylokoenzm A. W dalszej kolejności cząsteczka 
ta może być włączona do Cyklu Krebsa lub stać się 
substratem do wytwarzania kwasów tłuszczowych. 
W przypadku biosyntezy tłuszczu, acetylo-CoA musi 
zostać przetransportowany do cytozolu, a  ponieważ 
wewnętrzna błona mitochondrialna jest dla niego nie­

Kwas mirystynowy 	 CH3(CH2)12COOH
Kwas palmitynowy 	 CH3(CH2)14COOH
Kwas stearynowy 	 CH3(CH2)16COOH
Kwas oleinowy	 CH3(CH2)7CH=CH(CH2)7COOH
Kwas linolowy 	 CH3(CH2)4CH=CHCH2CH=CH(CH2)7COOH
Kwas linolenowy	 CH3CH2CH=CHCH2CH=CHCH2CH=CH(CH2)7COOH

Kwas tłuszczowy Wzór chemiczny

Tabela II
Wzory chemiczne wybranych kwasów tłuszczowych syntetyzowanych przez drożdże

przepuszczalna, ulega kondensacji ze szczawiooctanem 
tworząc cytrynian [35]. W przypadku mikroorganiz­
mów olejogennych nadprodukcja kwasu cytrynowego 
jest stymulowana przez niedobór związków azotowych. 
Na początku zostaje aktywowana deaminaza AMP 
(EC 3.5.4.6), katalizująca rozkład adenozynomonofoso­
fanu (AMP) do inozynomonofosforanu (IMP) i jonów 
amonowych (NH4

+), które w warunkach niedoboru sta­
nowią dodatkowe źródło azotu [13]. Ponieważ AMP 
jest aktywatorem allosterycznym dehydrogenazy izocy­
trynianowej (EC 1.1.1.42), zmniejszenie jego stężenia 
blokuje cykl Krebsa na poziomie izocytrynianu, pozo­
stającego w równowadze z kwasem cytrynowym dzięki 
aktywności akonitazy (EC 4.2.1.3). Gdy stężenie cytry­
nianu w mitochondrium osiągnie pewną wartość kry­
tyczną, zostaje on przetransportowany do cytoplazmy, 
gdzie jest rozszczepiany przez liazę ATP-cytrynianową 
(EC 2.3.3.8) do szczawiooctanu i acetylo-CoA:

cytrynian + ATP + CoA              acetylo-CoA +
+ szczawiooctan + ADP
Liazę ATP-cytrynianową uznaje się za kluczowy 

enzym syntezy tłuszczu przez mikroorganizmy olejo­
genne, ponieważ w wyniku jego aktywności powstaje 
duża ilość acetylo-CoA [7]. Szczawiooctan w  cyto­
plazmie zostaje przekształcony w jabłczan w  reak­
cji katalizowanej przez dehydrogenazę jabłczanową 
(EC  1.1.1.37), który następnie ulega przemianie do 
pirogronianu: 

L-jabłczan + NADP+              Pirogronian + CO2 +
+ NADPH+ + H+

Reakcję katalizuje tzw. enzym jabłczanowy (EC 
1.1.1.38–40). Powstały pirogronian powraca do matrix 
mitochondrialnej. Podczas reakcji przekształcania 
jabłczanu wytworzona zostaje cząsteczka NADPH, 
niezbędna w procesie syntezy kwasów tłuszczowych. 
Chociaż szacuje się, że aktywność enzymu jabłcza­
nowego pokrywa mniej niż 15% zapotrzebowania na 
NADPH (pozostała ilość pochodzi z reakcji katalizo­
wanych przez dehydrogenazę glukozo-6-fosforanową 
oraz dehydrogenazę 6-fosfoglukonianową) uważa się, 
że wytworzony w tej reakcji NADPH jest niezbędny 
w  procesie syntezy wewnątrzkomórkowego tłuszczu 
[13]. Jak podają Ratledge i  Wynn jeśli zahamowana 
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zostanie jego aktywność na skutek inhibicji lub mutacji, 
nastąpi zatrzymanie syntezy lipidów [42]. W przypadku 
organizmów nieolejogennych zgromadzony w  cyto­
plazmie kwas cytrynowy może zostać wydzielony do 
podłoża hodowlanego lub wywołać inhibicję fosfofruk­
tokinazy (EC 2.7.1.11), która prowadzi do wewnątrzko­
mórkowego gromadzenia polisacharydów [35], takich 
jak glikogen oraz glukany [9]. 

Synteza kwasów tłuszczowych rozpoczyna się od kar­
boksylacji dwuwęglowego acetylo-CoA. Reakcję katali­
zuje karboksylaza acetylo-CoA (EC 6.4.1.2), zawierająca 
biotynę jako grupę prostetyczną. Produktem tego etapu 
jest trójwęglowa cząsteczka malonylo-CoA. Następnie 
cząsteczki acetylo-CoA i malonylo-CoA zostają prze­
kształcone w ich ACP-pochodne, odpowiednio przez 
transacylazę acetylową (EC 2.3.1.38) oraz transacylazę 
malonylową (EC 2.3.1.39). W dalszym ciągu zachodzi 
etap elongacji kwasów tłuszczowych, obejmujący cztery 
reakcje. W pierwszym obrocie cyklu następuje konden­

sacja acetylo-ACP z  malonylo-ACP do acetoacetylo­
-ACP, który jest redukowany do D-3-hydroksybuty­
rylo-ACP. Związek ten ulega odwodnieniu w wyniku 
czego powstaje krotonylo-ACP ulegający w  dalszej 
kolejności redukcji do butyrylo-ACP. Reakcje katalizuje 
kompleks syntazy kwasów tłuszczowych (EC 2.3.1.86). 
Podczas kolejnych obrotów cyklu elongacji dochodzi 
do wydłużania łańcucha acylo-ACP, aż do powstania 
palmitoilo-ACP. Związek ten zawiera szesnaście ato­
mów węgla i nie stanowi substratu dla enzymu kon­
densującego acetylomalonylo-ACP. W  komórkach 
eukariotycznych, na powierzchni gładkiego retikulum 
endoplazmatycznego znajdują się specyficzne enzymy, 
katalizujące wydłużanie kwasów tłuszczowych dłuż­
szych niż palmitynian [23]. 

Wytworzone kwasy tłuszczowe mogą być następ­
nie włączone do trójglicerydów, które powstają z czą­
steczek 3-fosfoglicerolu oraz acylo-CoA (cząsteczka 
kwasu tłuszczowego połączona z koenzymem  A). 
W zależności od substratu oraz aparatu enzymatycz­
nego mikroorganizmu, 3-fosfoglicerol może powstawać 
z fosfodihydroksyacetonu lub też bezpośrednio z glice­
rolu, w reakcji katalizowanej przez kinazę glicerolową. 
Enzymy uczestniczące w syntezie triacyloglcieroli zlo­
kalizowane są w  ciałkach lipidowych oraz retikulum 
endoplazmatycznym (ER), natomiast acylotransferaza 
fosfoglicerolowa znajduje się głównie w  mitochon­
drium. W wyniku jej aktywności 3-fosofoglicerol ulega 
acylacji tworząc kwas lizofosfatydowy. Z tego związku 
po przyłączeniu kolejnej cząsteczki acylo-CoA powstaje 
kwas fosfatydowy, którego defosforylacja doprowadza 
do wytworzenia diacyloglicerolu. Usunięcie reszty 
fosforanowej wymaga aktywności trzech form izome­
rycznych fosfatazy fosfatydowej. Jedna z nich wystę­
puje w błonie retikulum endoplazmatycznego, druga 
w mitochondrium, a trzecia znajduje się w cytoplazmie. 
Ostatni etap syntezy, czyli acylacja diacyloglicerolu, 
jest katalizowany przez acylotransferazę diacyloglice­
rolową, występującą w błonie ER [1]. Schemat syntezy 
triacylogliceroli przedstawiono na rys. 2. 

Niedobór związków azotu w środowisku hodowlanym

Aktywacja deaminazy AMP i rozkład AMP do IMP i NH4
+

Dezaktywacja dehydrogenazy izocytrynianowej

Gromadzenie cytrynianu w mitochondrium

Transport cytrynianu do cytoplazmy

Rozkład cytrynianu do acetylo-CoA oraz szczawiooctanu
(liaza ATP-cytrynianowa)

Synteza kwasów tłuszczowych z acetylo-CoA

Rys. 1.  Etapy prowadzące do biosyntezy tłuszczu w komórkach droż- 
dży olejogennych na drodze de novo (opracowanie na podstawie 

[9, 33])

Rys. 2. Etapy syntezy triacylogliceroli (opracowanie na podstawie [1]). Enzymy katalizujące reakcje: 1) kinaza glicerolowa (EC 2.7.1.30);
2) dehydrogenaza glicerolo-3-fosforanowa (EC 1.1.1.8); 3) acylotransferaza fosfoglicerolowa (EC 2.3.1.15); 4) acylotransferaza lizofosfaty­

dowa (EC 2.3.1.51); 5) fosfataza fosfatydowa (EC 3.1.3.4); 6) acylotransferaza diacyloglicerolowa (EC 2.3.1.20)
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3.2.  Biosynteza tłuszczu ex novo

Niektóre gatunki drożdży są zdolne do wzrostu 
w podłożach zawierających hydrofobowe związki sta­
nowiące źródło węgla oraz jednoczesnej akumulacji 
dużych ilości tłuszczu. Drożdże te należą głównie do 
rodzajów Torulopsis, Candida, Yarrowia, Trichosporon, 
Geortichum oraz Pichia. W metodzie ex novo obecne 
w  środowisku związki hydrofobowe takie jak alkany, 
wolne kwasy tłuszczowe czy triacyloglicerole bezpo­
średnio lub po uprzedniej hydrolizie zostają przetrans­
portowane do wnętrza komórki, gdzie mogą stanowić 
materiał energetyczny lub też zostać włączone do pro­
cesów biotransformacji [7, 35]. 

Najlepiej poznanym i opisanym w literaturze przy­
kładem drożdży zdolnych do biosyntezy tłuszczu 
wewnątrzkomórkowego na drodze ex novo jest Yarro-
wia lipolytica. [7]. Stwierdzono, że transport hydrofo­
bowych substratów do wnętrza komórki możliwy jest 
dzięki zdolności do wytwarzania liposanu, który umoż­
liwia ich emulgację oraz dzięki możliwości wydzielania 
zewnątrzkomórkowych enzymów lipolitycznych hydro­
lizujących triacyloglicerole do wolnych kwasów tłusz­
czowych [35]. Alkany wnikają natomiast do komórki 
w formie niezmodyfikowanej [21]. Drożdże Y. lipolytica 
są także zdolne do modyfikacji struktury ściany komór­
kowej, co ułatwia przyleganie związków hydrofobowych 
do jej powierzchni [7]. Jak podają Beopoulos i Nicaud 
[9] mechanizmy transportu substratów hydrofobowych 
nie zostały jeszcze do końca poznane. Po przedostaniu 
się do wnętrza komórki związki te mogą ulegać różnym 
modyfikacjom enzymatycznym, rozkładowi w  pero­
ksysomach na drodze β-oksydacji oraz mogą być aku­
mulowane w postaci materiału zapasowego w ciałkach 
lipidowych, co przedstawiono schematycznie na rys. 3.

Wolne kwasy tłuszczowe są rozkładane w procesie 
β-oksydacji, w wyniku czego uwalniania jest energia 

niezbędna do wzrostu komórek oraz powstają metabo­
lity pośrednie stanowiące prekursory syntezy materia­
łów komórkowych [35]. U drożdży enzymy uczestni­
czące w tym szlaku zlokalizowane są w peroksysomach 
[16]. Podczas jednego obrotu procesu β-oksydacji 
dochodzi do odłączenia jednostki dwuwęglowej (for­
mie acetylo-S-CoA) od kwasu tłuszczowego związa­
nego z  koenzymem  A [21]. Pierwszy etap katalizo­
wany jest przez oksydazę (Aoxp) acylo-koenzymu  A 
(EC 1.3.3.6) [16]. W  komórkach drożdży Y. lipolytica 
zidentyfikowano 6 izoenzymów tej oksydazy (Aox1p, 
Aox2p, Aox3p, Aox4p, Aox5p oraz Aox6p), różniących 
się specyficznością substratową. Na przykład oksydaza 
Aox2p jest aktywna wobec długołańcuchowych kwa­
sów tłuszczowych, natomiast Aox3p w stosunku do 
krótkołańcuchowych kwasów tłuszczowych [7]. Oksy­
daza acylo-CoA katalizuje reakcję odwodorowania sub­
stratu. W następnych dwóch przemianach biorą udział 
kolejno hydrataza 2-enoilo-CoA (EC 4.2.1.17) oraz 
dehydrogenaza 3-hydroksyacylo-CoA (EC 1.1.1.35). 
Ostatnią reakcję katalizuje tiolaza 3-ketoacylo-CoA 
(EC 2.3.1.16), w efekcie czego powstaje cząsteczka ace­
tylo-CoA oraz cząsteczka kwasu tłuszczowego skróco­
nego o dwie jednostki węglowe [21]. Podczas kolejnych 
obrotów procesu β-oksydacji dochodzi do odłączenia 
dwuwęglowych jednostek, aż do całkowitego rozkładu 
kwasu tłuszczowego. Jednakże w przypadku niektórych 
szczepów cząsteczka acylo-CoA, będąca produktem 
pośrednim cyklu może zostać z niego wyłączona, co 
wykorzystano w biotechnologicznej produkcji aro­
matów (cyklizacja kwasów tłuszczowych podczas ich 
rozpadu). Firma Safisis (Lesaffre, Francja) opracowała 
technologię otrzymywania γ-dekalaktonu, związku 
o  zapachu brzoskwiniowym, z kwasu rycynolowego. 
Pozyskiwany jest on na drodze „niepełnej” β-oksydacji 
w komórkach drożdży, podczas której uwalniany jest 
10-cio węglowy hydroksylowany kwas tłuszczowy, ule­
gający następnie cyklizacji w warunkach wewnątrzko­
mórkowego pH [9]. 

Zasadnicza różnica między akumulacją lipidów na 
drodze ex novo a de novo związana jest z zawartością 
azotu w podłożu hodowlanym. Jak podają Papaniko­
laou i wsp. [35] jeśli w środowisku znajdują się hydro­
fobowe substraty stanowiące źródło węgla i  energii, 
akumulacja wewnątrzkomórkowego tłuszczu następuje 
jednocześnie ze wzrostem komórki, w przeciwieństwie 
do syntezy lipidów na drodze de novo zachodzącej po 
wyczerpaniu azotu w podłożu hodowlanym. 

4. Czynniki wpływające na proces biosyntezy tłuszczu 

Na proces biosyntezy lipidów w komórkach droż­
dży mają wpływ takie czynniki jak źródło węgla i azotu 
w  podłożu, stosunek molowy C/N, pH, zawartość 

Rys. 3.  Etapy prowadzące do biosyntezy tłuszczu w komórkach
olejogennych drożdży Yarrowia lipolytica na drodze ex novo

(opracowanie na podstawie [9])

Obecność hydrofobowych substratów (HS) w podłożu hodowlanym
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wybranych pierwiastków oraz witamin, temperatura 
oraz czas prowadzenia hodowli [51]. 

Jedną z najważniejszych czynności przy ustalaniu 
składu pożywki jest wytypowanie najkorzystniejszego 
źródła węgla dla danego mikroorganizmu. Jego prefe­
rowana forma oraz stężenie mogą się znacznie różnić 
nawet między gatunkami tego samego rodzaju drob­
noustrojów olejogennych. Podczas wzrostu węgiel jest 
wykorzystywany przez mikroorganizmy jako źródło 
energii oraz w procesach anabolicznych, prowadzą­
cych do wytworzenia węglowodanów, tłuszczu, kwa­
sów nukleinowych oraz białek [4]. Najczęściej wyko­
rzystywanym w badaniach źródłem węgla jest glukoza. 
Maksymalna teoretyczna wydajność syntezy (obliczona 
jako gramy wytworzonego tłuszczu/gramy zużytego 
substratu węglowego) wynosi dla tego związku 33%, 
a dla glicerolu 30% [6, 41]. Szacuje się, że produkcja 
jednej tony tłuszczu mikrobiologicznego wymaga około 
5  ton substratu węglowego, którego koszt znacząco 
decyduje o opłacalności ekonomicznej procesu [41, 51]. 
Dlatego w celu zastąpienia syntetycznych składników, 
jako źródło węgla wykorzystuje się coraz powszechniej 
produkty uboczne z różnych gałęzi przemysłu, takie 
jak melasa, serwatka, hydrolizaty skrobi, frakcja glice­
rynowa, odpady celulozowe oraz n-alakany [26, 30]. 
Easterling i wsp. [17] prowadzili hodowle drożdży Rho-
dotorula glutinis ATCC 204091 w podłożach zróżnico­
wanych ze względu na rodzaj źródła węgla (glukoza, 
ksyloza, glicerol, glukoza + ksyloza, glukoza + glicerol, 
ksyloza + glicerol). Najwyższą zawartość wewnątrzko­
mórkowego tłuszczu (34% w suchej substancji komór­
kowej) uzyskano w podłożu zawierającym mieszaninę 
glukozy i glicerolu. 

Kolejnym niezbędnym składnikiem odżywczym, 
który musi znaleźć się w środowisku jest azot. Podłoża 
hodowlane najczęściej suplementuje się w takie synte­
tyczne źródła tego pierwiastka jak siarczan amonu, chlo­
rek amonu, asparaginian, glutaminian, winian amonu 
i ekstrakt drożdżowy. Coraz częściej w tym celu stosuje 
się także odpady przemysłu spożywczego, np. namok 
kukurydziany, odpadowe wody z  produkcji glutami­
nianu sodu oraz ziemniaczana woda sokowa powstająca 
podczas wytwarzania krochmalu [10, 26, 51, 54]. Rodzaj 
zastosowanego źródła azotu w podłożu hodowlanym ma 
wpływ na całkowitą zawartość tłuszczu w komórkach 
drożdży. Evans i Ratledge [19] zaobserwowali, że dla 
olejogennego szczepu drożdży Rhodosporidium toru-
loides CBS 14 zawartość wewnątrzkomórkowych lipi­
dów wzrosła z 18 g/100 gs.s., gdy zastosowano NH4Cl, 
do 50 g/100 gs.s., gdy użyto kwasu glutaminowego w tym 
samym stężeniu jako źródła azotu.

W fazie logarytmicznego wzrostu azot wykorzysty­
wany jest przez drobnoustroje do syntezy aminokwa­
sów, białek oraz kwasów nukleinowych [6, 41] Wobec 
tego, gdy w  środowisku zostanie wyczerpana pula 

związków azotowych, zahamowana zostanie prolifera­
cja komórek. W przypadku organizmów olejogennych 
deficyt ten prowadzi do ciągu reakcji biochemicznych 
(rozdz. 3.1), wynikiem których jest wzmożona synteza 
i akumulacja tłuszczu [35].

W celu zintensyfikowania wytwarzania tłuszczu 
przez olejogenne szczepy drożdży na drodze de novo 
należy ustalić odpowiedni stosunek molowy C/N 
w podłożu hodowlanym. Zwiększanie jego wartości do 
odpowiedniego poziomu, zależnego od szczepu powo­
duje wzrost zawartości lipidów w biomasie i jednocześ­
nie skutkuje zmniejszeniem tempa wzrostu. Począt­
kowy stosunek C/N nie powinien jednak przekroczyć 
wartości umożliwiającej wytworzenie znacznych ilości 
biomasy komórkowej w logarytmicznej fazie wzrostu 
[1]. Ogólnie uznaje się, że proces gromadzenia tłuszczu 
indukowany jest stosunkiem C/N wyższym niż 20. Jed­
nak w przypadku niektórych mikroorganizmów może 
on wynosić nawet 70 i więcej [36]. Dla olejogennych 
drożdży Lipomyces starkeyi, hodowanych w  podłożu 
syntetycznym zawierającym glukozę jako źródło węgla 
oraz siarczan amonu jako źródło azotu, najwyższą 
zawartość lipidów w biomasie wynosząca 68 g/100 gs.s., 
uzyskano gdy początkowy stosunek C/N wynosił 150. 
Podczas hodowli tych samych drożdży w  podłożu 
o C/N = 60 zawartość wewnątrzkomórkowego tłuszczu 
zmniejszyła się do 40 g/100 gs.s. [5]. 

Pierwiastkiem niezbędnym do wzrostu drożdży jest 
również fosfor. W większości przypadków jego stężenie 
nie wpływa znacząco na wytwarzanie tłuszczu przez 
drożdże, ale może mieć wpływ na strukturę kwasów 
tłuszczowych. Przykładowo lipidy wyekstrahowane 
z biomasy drożdży Candida utilis uzyskanej z podłoża 
o  ograniczonej zawartości fosforanów, charaktery­
zowały się zmienionym składem. W  tym przypadku 
komponenty fosfolipidowe w  dużym stopniu zostały 
zastąpione przez reszty polarne, niezawierające fos­
foru. Drożdże wymagają do wzrostu również witamin 
takich jak kwas pantotenowy, biotyna czy witamina B6. 
Ich niedobór może prowadzić do zmian w ilości oraz 
składzie wytworzonych lipidów [43].

Na proces syntezy i akumulacji wewnątrzkomór­
kowych lipidów ma wpływ także obecność w podłożu 
takich kationów jak Mg2+, Zn2+, Mn2+, Cu2+ i Ca2+. Te 
mikroelementy są niezbędne dla właściwej aktywności 
liazy ATP-cytrynianowej, kluczowego enzymu syntezy 
kwasów tłuszczowych na drodze de novo [11]. 

W celu zintensyfikowania biosyntezy tłuszczu, 
oprócz ustalenia optymalnego składu podłoża ważne jest 
także określenie odpowiedniej temperatury prowadze- 
nia hodowli, pH środowiska oraz stopnia aeracji. Droż- 
dże olejogenne wykazują najwyższą produktywność 
w temperaturze nieco niższej od optymalnej. W tych 
warunkach obserwuje się także wzrost zawartości nie­
nasyconych kwasów tłuszczowych [51]. Przyjmuje się, 



370 ANNA MARIA KOT, STANISŁAW BŁAŻEJAK, AGNIESZKA KURCZ, IWONA GIENTKA

że temperatura prowadzenia hodowli powinna wynosić 
25–30°C [1]. Amaretti i wsp. [4] prowadzili hodowle 
psychrofilnych drożdży Rhodotorula glacialis DBVPG 
4785 stosując różne temperatury wzrostu: –3, 0, 5, 10, 
15 oraz 20°C. Najwyższą zawartością wielonienasyco­
nych kwasów tłuszczowych (PUFA) charakteryzował 
się tłuszcz wyekstrahowany z biomasy drożdży hodo­
wanych w temperaturze 0°C, a ich udział wynosił 55,4% 
(w/w). Wraz ze wzrostem temperatury prowadzenia 
hodowli zawartość PUFA zmniejszała się do 40,6% 
(w/w), natomiast zwiększał się procentowy udział kwa­
sów nasyconych, z 18,6 do 36,9 % (w/w).

Optymalna wartość pH podłoża hodowlanego 
mieści się w przedziale 4–8 i zależy od rodzaju mikro­
organizmu oraz zastosowanego źródła węgla [18]. 
Johnson i wsp. [25] badali wpływ początkowej kwaso­
wości czynnej podłoża na wydajność syntezy lipidów 
przez olejegonne drożdże R. glutinis IIP-30. Najwyższą 
zawartość tłuszczu, wynoszącą 66% w przeliczeniu na 
suchą substancję, uzyskano w podłożu o pH 4,0, nato­
miast przy pH 3,0, 5,0 i 6,0 wynosiła ona odpowiednio 
12, 48 oraz 44%. Nie stwierdzono znaczących zmian 
w składzie kwasów tłuszczowych w zakresie badanych 
wartości kwasowości czynnych.

Stopień napowietrzania hodowli jest również waż­
nym czynnikiem, warunkującym zarówno wzrost droż­
dży jak również całkowitą zawartość tłuszczu w komór­
kach oraz jego skład. W  warunkach ograniczonego 
dostępu tlenu wzrasta ilość nasyconych kwasów tłusz­
czowych, zmniejsza się natomiast zawartość kwasów 
nienasyconych, fosfolipidów i steroli [51]. Prowadzenie 
hodowli drożdży olejogennych wymaga również usta­
lenia optymalnego czasu jej trwania. Odkładanie tłusz­
czu w ciałkach lipidowych rozpoczyna się pod koniec 
wykładniczej fazy wzrostu i przebiega najintensywniej 
w fazie stacjonarnej [18]. 

5.	Próby doskonalenia genetycznego
	 drożdży olejogennych

Zwiększenie wydajności biosyntezy wewnątrzko­
mórkowego tłuszczu oraz zmiana jego składu jakoś­
ciowego jest możliwa nie tylko na drodze optymalizacji 
składu podłoża oraz warunków hodowli, a także poprzez 
zastosowanie najnowszych technik inżynierii genetycz­
nej [9]. Ykema i wsp. [55, 56] na drodze mutagenizacji 
za pomocą promieniowania UV otrzymali sześć aukso­
troficznych mutantów drożdży Apiotrichum curvatum. 
Analiza jakościowa tłuszczu wyizolowanego z biomasy 
mutantów wykazała, że różnił się on zawartością nasyco­
nych kwasów tłuszczowych (27 do 86% SFA) w stosunku 
do szczepu dzikiego (44% SFA). W toku dalszych badań 
wybrano jednego mutanta zdolnego do biosyntezy tłusz­
czu o składzie zbliżonym do masła kakaowego. 

Beopoulos i wsp. [8] prowadzili badania nad zwięk­
szeniem biosyntezy wewnątrzkomórkowego tłuszczu 
w komórkach drożdży Y. lipolytica przez inaktywację 
genu GUT2 kodującego wytwarzanie dehydrogenazy 
3-fosfoglicerolowej, katalizującej przemianę 3-fosfo­
glicerolu do fosfodihydroksyacetonu. Mutant charak­
teryzował się trzykrotnie większą zawartością tłuszczu 
w biomasie w porównaniu ze szczepem rodzicielskim, 
jednak od końca logarytmicznej fazy wzrostu odno­
towano zmniejszenie jego zawartości spowodowane 
postępującym procesem β-oksydacji. Dlatego też doko­
nano dodatkowo delecji genów POX1, POX2, POX3, 
POX4, POX5 oraz POX6 (kodujących wytwarzanie 
izoenzymów oksydazy acylo-koenzymu A, katalizują­
cych pierwszy etap β-oksydacji) co doprowadziło do 
4-krotnego wzrostu zawartości wewnątrzkomórkowego 
tłuszczu (41,9 g/100 gs.s.) w porównaniu do szczepu dzi­
kiego po 24 godzinach hodowli (12,8 g/100 gs.s.). 

Inne badania [57] prowadzone z użyciem droż­
dży Y. lipolytica dotyczyły wprowadzenia do komórek 
genu kodującego wytwarzanie liazy ATP-cytrynianowej 
(ACL), kluczowego enzymu syntezy kwasów tłuszczo­
wych metodą de novo (rozdział 3.1). Aby zwiększyć ilość 
acetylo-CoA do komórek drożdży wprowadzono na 
wektorze gen syntezy ACL pochodzący z Mus muscu-
lus. Zawartość tłuszczu zwiększyła się z 7,3 g/100 gs.s., 
dla szczepu rodzicielskiego do 11–23 g/100 gs.s., dla 
komórek transformowanych. Stwierdzono, że nad­
ekspresja genu syntezy ACL nie miała wpływu na skład 
jakościowy kwasów tłuszczowych. 

Tai i Stephanopoulos [49] badali wpływ nadekspre­
sji genów odpowiedzialnych za syntezę acylotransfe­
razy diacyloglicerolowej (DGA1) oraz karboksylazy 
acetylo-CoA (ACC1). Geny te zostały wprowadzone 
do komórek drożdży Y. lipolytica na plazmidach. Po 
100-godzinnej hodowli drożdży transformowanych 
genem ACC1 otrzymano 17,9 g tłuszczu w suchej sub­
stancji komórkowej, co dało ponad 2-krotny wzrost 
względem próby kontrolnej – niemodyfikowanej. 
Komórki Y. lipolytica wykazujące nadekspresję acylo­
transferazy diacyloglicerolowej zawierały natomiast 
ponad 4-krotnie więcej tłuszczu (33,8 g/100 gs.s.) niż 
drożdże niemodyfikowane. W kolejnej części badań 
autorzy zastosowali konstrukt genowy zawierający 
zarówno gen syntezy DGA1 jak i ACC1, w  wyniku 
czego w suchej substancji komórkowej znajdowało się 
41,4% tłuszczu. 

6.  Ekstrakcja tłuszczu z komórek drożdży 

Wydajna ekstrakcja wewnątrzkomórkowego tłusz­
czu stanowi bardzo ważne zagadnienie, niestety pro­
ces ten nie przebiega nigdy z wydajnością wynoszącą 
100%. Spowodowane jest to obecnością grubej ściany 
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komórkowej, która odporna jest na wiele rozpuszczal­
ników. Ponadto drożdże mogą wytwarzać lipazy, które 
przechodząc do ekstraktu zmniejszają jego stabilność. 
W komórkach drożdży olejogennych tłuszcz akumu­
lowany jest w ciałkach lipidowych, w których mogą 
znajdować się także inne związki lipofilne. Substancje 
te są trudne do usunięcia podczas procesu oczyszczania 
lipidów. Z tych powodów metody ekstrakcji tłuszczu 
z biomasy drożdży są złożone [1]. 

W celu dezintegracji ściany komórkowej drożdży 
stosuje się zamrażanie lub ogrzewanie, hydrolizę che­
miczną lub enzymatyczną. Jako rozpuszczalników orga­
nicznych w procesie ekstrakcji używa się powszechnie 
eter naftowy, chloroform, metanol lub mieszaniny chlo­
roformu z metanolem w stosunku objętościowym 1:1 
lub 2:1 [1]. Powszechnie stosowanymi metodami eks­
trakcji tłuszczu z komórek drożdży są metody Soxletha, 
Folcha oraz Bligh and Dyer [10, 46]. 

7.	Możliwości przemysłowego zastosowania
	 tłuszczu mikrobiologicznego 

W porównaniu do olejów roślinnych czy tłuszczów 
zwierzęcych, produkcja SCO wykazuje wiele zalet. Jest 
niezależna od warunków pogodowych, pory roku, 
położenia geograficznego i nie wymaga wykorzystania 
gruntów rolnych oraz wody do nawadniania. Drobno­
ustroje wykazują szybkie tempo wzrostu, co znacznie 
skraca cykl produkcji. Możliwe jest także wykorzysta­
nie, jako składników podłoży produktów odpadowych 
z różnych gałęzi przemysłu [45]. Przeszkodę w prze­
mysłowej produkcji SCO stanowi natomiast stosun­
kowo niska wydajność tłuszczu mikrobiologicznego 
w odniesieniu do jednostki objętości podłoża hodow­
lanego. Najwięcej możliwości zastosowania w różnych 
dziedzinach gospodarki mają lipidy otrzymywane z bio­
masy pleśni oraz drożdży [37]. 

Pierwsza przemysłowa produkcja SCO odbywała się 
w latach 1985–1990 w Wielkiej Brytanii. Olej mikro­
biologiczny otrzymywany był z biomasy pleśni Mucor 
circinelloides i charakteryzował się wysoką zawartością 
niezbędnych nienasyconych kwasów tłuszczowych, 
zwłaszcza kwasu γ-linolenowego, którego zawar­
tość wynosiła ok. 18%. Stosowany był wówczas, jako 
naturalna alternatywa drogiego oleju z wiesiołka [39]. 
W chwili obecnej na rynku europejskim dopuszczony 
jest do obrotu olej o wysokiej zawartości kwasu arachi­
donowego, otrzymywany z biomasy pleśni Mortierella 
alpina z przeznaczeniem do stosowania w preparatach 
żywienia niemowląt i wcześniaków [15]. Olej bogaty 
w  ARA (ok. 43%) produkowany jest przez Suntory 
Limited w Japonii pod nazwą SUNTGA40S oraz przez 
Cargill Alking Bioengineering (Wuhan) Co., Ltd. 
w Chinach pod nazwą handlową CABIO oil. W Sta­

nach Zjednoczonych w  sprzedaży znajduje się także 
tłuszcz mikrobiologiczny otrzymywany z biomasy glo­
nów Schizochytrium sp., o wysokiej zawartości kwasu 
dokozaheksaenowego (ok. 41%) [39]. 

Z uwagi na wysokie koszty procesu, najbardziej eko­
nomiczne jest zastosowanie drożdży do otrzymywania 
substytutów szlachetnych tłuszczów np. masła kakao­
wego, które jest powszechnie stosowane w przemyśle 
spożywczym, przede wszystkim w procesie wytwarzania 
czekolady oraz w branży kosmetycznej, jako składnik 
nawilżający oraz natłuszczający. Jego cena ulega nie­
ustannym wahaniom, które są spowodowane przez ataki 
szkodników oraz grzybice niszczące plantacje kakaowca. 
Rozwiązaniem tego problemu mogłaby się stać pro­
dukcja tłuszczu mikrobiologicznego o  cechach masła 
kakaowego [36]. Ykema i wsp. [55] zastosowali w tym 
celu auksotroficznego mutanta drożdży Apiotrichum 
curvatum Ufa25. Hodowlę prowadzono w bioreaktorze 
stosując, jako podłoże odpadową serwatkę wzbogaconą 
w olej rzepakowy, będący źródłem kwasu oleinowego. 
Po 120 godzinach prowadzenia procesu uzyskano śred­
nio 6 g lipidów/litr podłoża. Otrzymany tłuszcz charak­
teryzował się składem zbliżonym do masła kakaowego 
i zawierał 40% (w/w) kwasu stearynowego, 25% (w/w) 
kwasu palmitynowego, 20% (w/w) kwasu oleinowego 
oraz 10% (w/w) kwasu linolowego. Zastosowanie ser­
watki, jako podłoża hodowlanego, dodatkowo czyniło 
proces bardziej opłacalnym ekonomicznie. 

Wiele opracowań naukowych [17, 32, 41] skupia się 
nad potencjalnym wykorzystaniem tłuszczu mikrobio­
logicznego, jako substratu do produkcji biodiesla tzw. 
III generacji. W 2008 roku Ratledge i Cohen [41] przed­
stawili wyliczenia dotyczące ekonomicznej opłacalności 
takiego przedsięwzięcia. Przy założeniu, że wytworze­
nie 1 tony oleju mikrobiologicznego wymaga dostar­
czenia 5 ton glukozy, szacunkowy koszt wynosił około 
3000 $ za tonę tłuszczu. Cena powszechnie używanego 
do produkcji biodiesla oleju rzepakowego kształto­
wała się na poziomie około 1500 $/tonę. Na podstawie 
danych opublikowanych przez Departament Rolnictwa 
USA dotyczących cen glukozy oraz oleju rzepakowego 
w 2013 roku [12, 48] można obliczyć, że w chwili obec­
nej przybliżony koszt wyprodukowania tony tłuszczu 
przez drożdże wynosi ok. 3400 $. Cena oleju rzepa­
kowego kształtuje się na poziomie około 1300 $/tonę, 
z czego wynika, że aktualnie tłuszcz mikrobiologiczny 
jest zbyt drogą alternatywą dla tradycyjnie stosowanych 
substratów pochodzenia roślinnego. 

8.  Podsumowanie

W ciągu ostatnich lat zainteresowanie naukowców 
mikrobiologiczną syntezą tłuszczu wzrosło. Poznano 
drogi biochemiczne syntezy lipidów w komórkach 
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drożdży, przeprowadzonych zostało również wiele 
badań dotyczących optymalizacji warunków hodowli 
i składu podłoża hodowlanego do wydajnej biosyntezy 
oraz zastosowano modyfikacje genetyczne w celu jej 
zwiększenia. Tłuszcze wytwarzanie przez drożdże mają 
wiele potencjalnych zastosowań. Główną zaletą wytwa­
rzania SCO jest jej niezależność od klimatu, natomiast 
wysoka cena ogranicza stosowanie procesów mikrobio­
logicznej syntezy tłuszczu do wytwarzania produktów 
szlachetnych takich jak substytuty masła kakaowego 
czy preparaty kwasów nienasyconych z przeznaczeniem 
uzupełnienia ich niedoborów w diecie ludzi i zwierząt. 
W związku z tym, dalsze badania w tym kierunku będą 
dotyczyły obniżenia całkowitych kosztów produkcji 
SCO, np. przez wykorzystanie przemysłowych produk­
tów odpadowych, jako składników podłoży hodowla­
nych, czy też modyfikacje genetyczne drożdży w celu 
zwiększenia biosyntezy. 
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