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Résumé : Les huiles marines représentent des sources potentielles d’acides gras polyinsaturés (AGPI) 

dont les implications au niveau de la nutrition et de la santé sont avérées. Ces molécules sont 

extraites à partir de poissons, algues ou co‐produits de la filière halieutique par des procédés de 

cuisson‐pression, en présence de solvants ou par des techniques enzymatiques beaucoup moins 

drastiques. Des fractions plus ou moins purifiées en AGPI sont obtenues par cristallisation à froid, en 

présence de solvants organiques, complexation avec de l’urée, distillation moléculaire ou extraction 

par fluide supercritique. L’utilisation de lipases stéréospécifiques dans des procédés d’hydrolyse et 

d’estérification conduit à une diversité de molécules d’acylglycérols riches en AGPI trouvant de 

nombreuses applications dans le domaine de l’agroalimentaire et de la santé.  

Summary : Marine oils are known to be potential polyunsaturated fatty acids (PUFA) with specific 

health and nutritional properties. These molecules are extracted from fish, algae and by‐products 

resulting from the filleting operations. Heat treatments under pressure and extraction with organic 

solvents are widely used and compete with enzymatic processes. Fractionation including 

winterisation, urea complexation, molecular distillation and supercritical fluid extraction lead to 

PUFA concentrates used in the food, pharmaceutical and heath areas. 
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ARTICLE 

Les huiles de poisson présentent la particularité d’être riches en acides gras oméga 3 et notamment 

en acides gras polyinsaturés à longues chaînes (AGPI-LC) comme l’acide éicosapentaénoïque (EPA ; 

C20:5 n-3) et l’acide docosahexaénoïque (DHA ; C22:6 n-3) (figure 1). L’huile de foie de morue 

naturellement riche en vitamines A et D, ou les huiles de foies de requins riches en squalène et 

alkylglycérols, sont connues pour leurs vertus thérapeutiques depuis le Moyen-Âge dans les pays 

scandinaves et d’Extrême-Orient [1]. En 1972, une étude épidémiologique menée par Dyerberg et al. 

[2] sur une population d’esquimaux du Groenland révéla une corrélation positive entre la 

consommation de poissons et de mammifères marins, riches en huile polyinsaturée, et une faible 

incidence des maladies cardiovasculaires. Dès lors, de nombreuses études expérimentales ou 

épidémiologiques mettent en avant l’implication de ces AGPI-LC dans la régulation du métabolisme 
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et la prévention de certaines pathologies. D’excellentes synthèses bibliographiques [3-6] permettent 

de faire ressortir des domaines dans lesquels ces molécules semblent avoir des effets avérés, 

notamment sur l’athérosclérose, le cholestérol et les triglycérides plasmatiques [7-8], la diminution 

de la fréquence d’apparition et la sévérité des maladies cardiovasculaires [9], une incidence sur 

certains cancers [10-12], les fonctions cognitives [13-14] et le développement du fœtus [15-19]. Les 

apports en AGPI-LC de la série n-3, généralement dérivés de la consommation de produits marins 

restent insuffisant en France avec 20 à 35 g/jour/personne [20], et de nombreux compléments 

alimentaires permettent une supplémentation sous diverses formes dont la plus courante reste les 

microcapsules d’huiles enrichies en oméga 3. Cependant, la biodisponibilité de ces AGPI-LC dépend 

de la forme d’incorporation (huile, triacylglycérols, phospholipides, esters éthyliques) et de la régio-

distribution des acides gras sur la molécule de glycérol [21].  

Les procédés d’extraction 

Les huiles marines sont généralement extraites à partir de petits pélagiques d’eau froide contenant 

de fortes proportions d’EPA et de DHA comme la sardine, l’anchois, le capelan, le hareng et le 

menhaden (tableau 1), dont les principaux pays producteurs sont le Japon, le Chili, le Pérou, la 

Norvège et les Etats-Unis. Les coproduits de la pêche, de l’aquaculture et des industries de 

transformation (saurisserie, conserverie) représentent par ailleurs un potentiel lipidique important. 

Avec 140 000 tonnes de co-produits en 2002 en France [22], le marché des huiles non raffinées 

(650 tonnes d’huiles en 2002) est en perte de vitesse en raison de l’application des normes de 

détoxication sur charbon actif appliquées aux huiles destinées à l’alimentation animale (6 pg OMS-

PCDD/F-TEQ/g de graisse [23]). 

Tableau 1. Composition (%) en acides gras de différentes espèces de poisson. 
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14:0 4,7 4,2 3,1 3,8 8,9 10,4 4,9 3,6 3,5 1,6 5,1 

16:0 20,7 22,1 22,8 10,6 18,4 25,0 16,0 7,0 6,4 22,

6 

12,6 

16:1

n-7 

7,1 6,3 3,9 6,9 7,9 16,7 5,4 6,6 4,8 4,3 8,1 

18:0 4,1 7,1 6,7 2,7 2,5 4,1 4,6 2,1 2,3 8,3 2,6 

18:1

n-9 

13,2 15,2 17,7 14,5 10,9 5,9 19,9 13,4 10,8 11,

1 

12,3 



18:1

n-7 

2,6 2,6  –  4,9 3,3  –  3,2 0,0 2,4  –   –  

18:2

n-6 

1,5 2,2 1,6 1,4 1,2 11,6 1,2 4,4 2,8 3,2 1,5 

18:3

n-3 

0,6 0,6 2,3 1,1 0,9 1,7  –   –   –  1,7 1,1 

18:4

n-3 

1,0 0,9 0,3 2,3 2,8 2,3  –   –   –   –  2,0 

20:1

n-9 

0,9 1,0 0,3 9,4 2,3  –  4,0 12,5 11,5 1,3 7,2 

20:4

n-6 

1,9 1,6 1,5 1,0 0,8  –   –   –   –  7,4  –  

20:4

n-3 

0,5 0,4  –   –  0,7 1,5  –   –   –   –   –  

20:5

n-3 

7,1 5,8 4,6 8,9 12,4 10,6 9,0 13,4 7,4 10,

6 

6,1 

22:5

n-3 

1,3 1,1  –  1,1 1,4 1,5 3,2 1,0 3,4 3,2  –  

22:6

n-3 

24,0 22,9 18,3 10,7 9,8 6,4 13,0 10,2 14,3 19,

5 

7,0 

a : [78] ; b : [48] ; c : [56] ; d : [44] ; e : [79] ; f : [81] ; g : [80]  

Les technologies et brevets relatifs à l’extraction se rapportent à des étapes de « cuisson-pressage » 

[24-26], basées sur un traitement thermique de la matière première (poissons entiers ou écarts). Des 

températures supérieures à 95 °C sont obtenues directement ou indirectement par injection de 

vapeur, voire par ébullition ou cuisson de la matière première [27], entraînant une coagulation des 

protéines. La matière première est ensuite introduite dans des presses de géométrie variée afin de 

séparer dans des décanteurs la phase aqueuse protéique contenant l’huile des matières solides. Les 

eaux d’égouttage et de presse sont ensuite traitées à la vapeur vive, autorisant une meilleure 

séparation de la phase huileuse sur décanteur horizontal centrifuge [28-30]. L’optimisation des 

paramètres température, vitesses de pompage et de centrifugation sur les rendements d’extraction 

et sur la qualité de l’huile de coproduits de hareng a été conduite à l’échelle industrielle par Aidos et 

al. [30]. Chantachum et al. (2000) [31] ont étudié l’influence du traitement thermique sur la qualité 

de l’huile de têtes de thon extraite par pression (140 tonnes/m2) après cuisson à différentes 

températures (75 °C à 95 °C) pendant 10, 20 et 30 minutes. Une cuisson à 85 °C permet une 

meilleure libération des fractions huileuses qui serait freinée lors d’une cuisson à plus haute 



température par la coagulation des protéines. Une précuisson des têtes semble augmenter la 

proportion de DHA dans l’huile, en raison d’une meilleure extraction des phospholipides, plus riche 

en AGPI-LC. Des procédés moins drastiques permettent de déshuiler la chair de poisson après 

addition d’eau, pressage à froid et centrifugation [32]. L’extraction d’huile assistée par voie 

enzymatique permet une valorisation des co-produits de la filière halieutique (tête, écart de filetage). 

La déstructuration des tissus protéiques par l’action de protéases spécifiques, conduite à basse 

température (inférieure à 60 °C) sous atmosphère inerte permet d’obtenir des rendements proches 

des extractions par solvants organiques en moins de 2 heures tout en limitant les réactions 

d’oxydation. Les différentes étapes de ce procédé optimisé par planification expérimentale à 

l’échelle pilote (400 kg) sont résumées sur la figure 2 [33, 34]. 

Après filtration et séparation des fractions à haut point de fusion, l’huile de poisson subit 

généralement une étape de blanchiment par addition de silice amorphe et/ou de terre de diatomées, 

puis une désodorisation de l’huile par injection de vapeur sous vide partiel [27, 35]. 

Une étape de raffinage permet l’élimination des lipides polaires, et un passage sur charbon actif 

limite le taux de dioxine à 2 pg OMS-PCDD/TEQ/g huile destinée à la consommation humaine [36]. 

En raison des difficultés rencontrées au cours des procédés de concentration et de purification des 

AGPI-LC à partir des huiles de poisson, les recherches s’orientent vers de nouvelles sources d’huiles 

riches en AGPI-LC. Les microalgues représentent une source d’AGPI-LC alternative qui suscite de plus 

en plus d’intérêt, en raison de leur profil en acides gras relativement simple et de leur richesse 

spécifique en EPA et DHA [37]. Robles Médina et al. [38] ont montré que Phaeodactylum tricornutum 

est une espèce riche en EPA avec de très faibles proportions de DHA et d’AA. Porphyridium cruentum 

est quant à elle riche en AA et en EPA (tableau 2). D’autres souches de microalgues sont par ailleurs 

très riches en DHA comme Crypthecodinium cohnii et font l’objet d’études d’optimisation des 

paramètres de production à l’échelle industrielle [39]. L’extraction d’AGPI à partir de biomasse 

microalguale est généralement effectuée en présence de solvants organiques. Giménez Giménez et 

al. [40] arrivent à extraire jusqu’à 75 % des lipides d’une microalgue Porphyridium cruentum en 

utilisant un mélange d’hexane : éthanol 96 % (1 :2,5 vol :vol) sur de la biomasse lyophilisée. Ce 

mélange semble être le plus adapté pour l’extraction de lipides, d’autres microalgues comme 

Isochrysis galbana et Phaeodatylum tricornutum où l’EPA et l’acide arachidonique représentent près 

de 47 % des acides gras totaux. 

Tableau 2. Composition en acides gras principaux de différentes microalgues (%). 

 Isochrysis galbanaa P. tricornutumb P. cruentumb Crypthecodinium cohnii ATCC 30556c 

Acide gras 

14:0 10,1 5,9 0,5 13,98 

16:0 20,3 14,5 26,4 14,73 

16:1n-7 21,4 0,7 0,9  –  

18:0 0,7 0,3 0,7 10,29 



18:1n-9 1,4 0,7 0,6 1,52 

18:1n-7 3,6 0,8 1,2  –  

18:2n-6 0,9 2,7 8,1 Non détecté 

18:3n-3 1,2 0,4  –  Non détecté 

18:4n-3 6,4 0,2  –  Non détecté 

20:1n-9 0,2  –   –  Non détecté 

20:4n-6 0,7 3,2 26,4  –  

20:4n-3  –  0,6 0,1  –  

20:5n-3 22,6 24,3 27,5 Non détecté 

22:5n-3 0,2 2,2  –  0,38 

22:6n-3 8,4 1,0 0,4 57,32 

a : [38] ; b : [39] ; c : [49]  

Les procédés de fractionnement et de concentration des AGPI 

Concentration par wintérisation 

Compte tenu de l’intérêt que présentent les AGPI pour la santé humaine, de nombreux procédés de 

concentration permettent d’obtenir des huiles enrichies en AGPI-LC, notamment par cristallisation à 

basse température. L’abaissement de la température à – 38 °C d’une huile de menhaden en présence 

d’acétone [41], provoque une cristallisation des acides gras à haut point de fusion et conduit à une 

concentration des AGPI. Une cristallisation à – 60 °C d’une huile de tête de bonite conduit a une 

augmentation du DHA de 24 à 31,4 % [42]. Une hydrolyse alcaline d’huile de sardine [43] ou 

enzymatique d’une huile de menhaden par la lipase PS-30 de Pseudomonas sp. (cristallisation à –

 72,5 °C, 24 h en présence d’acétone) améliore significativement la concentration en EPA (10,6 à 

20,8 %) et en DHA (6,4 à 15,4 %) [44]. Un brevet japonais propose de concentrer des AGPI, en se 

basant sur la différence de solubilité dans l’éthanol de sels d’acides gras obtenus après 

saponification. Le mélange est ensuite refroidi à différentes températures et vitesses. Les sels 

d’acides gras saturés ou contenant peu de doubles liaisons cristallisent plus facilement que les AGPI à 

longue chaîne. Il est ainsi possible de concentrer à température ambiante l’EPA et le DHA provenant 

d’une huile de sardine par un facteur 2,3 [45]. 

Concentration par complexation avec de l’urée 

La concentration de la fraction d’acides gras polyinsaturés présente dans les huiles marines peut 

s’effectuer par complexation et précipitation avec de l’urée. Ce procédé, développé par Bengen en 



1940 [46], est souvent mis en œuvre en tant que prétraitement des huiles riches en AGPI. Le principe 

de cette méthode repose sur la propriété de l’urée à cristalliser sous la forme d’une structure 

compacte tétragonale stable, formant des canaux de 5,67  de diamètre. En présence de molécules 

linéaires, l’urée cristallise sous la forme de cristaux hexagonaux présentant des canaux de 8 à 12  de 

diamètre interne. Cette structure spatiale lui permet de se complexer avec des chaînes aliphatiques 

d’acides gras saturés comportant 6 carbones, voire plus. Il faut noter que la présence d’une ou 

plusieurs doubles liaisons dans la chaîne carbonée entraîne une courbure de la molécule qui réduit la 

formation et la stabilité du complexe avec l’urée (figure 4). Après une étape de saponification en 

présence de KOH ou NaOH en solution éthanolique, l’huile est débarrassée de sa fraction 

insaponifiable contenant de nombreux composés, parmi lesquels on retrouve des stérols, des 

vitamines liposolubles et certains xénobiotiques. Les acides gras sont ensuite dissous dans un 

mélange alcool/urée et refroidis à une température qui permet d’atteindre le degré de concentration 

désiré. Les acides gras saturés, les monoènes et les diènes pour une partie seulement cristallisent, 

autorisant ainsi une filtration des AGPI encore solubles dans le solvant. Gamez-Meza et al. [47] ont 

obtenu des concentrés d’EPA et de DHA par cristallisation à l’urée après une hydrolyse enzymatique 

d’huile de sardine en milieu aqueux en testant différentes souches de lipases produites par 

Pseudomonas. Après saponification et extraction par l’hexane des acides gras libres, 15 g d’AGL sont 

mélangés à 25 g d’urée en solution éthanolique à 95 % puis refroidis à 5 °C pendant 8 h. Les cristaux 

sont éliminés par centrifugation et le surnageant est maintenu à – 30 °C. Après acidification à pH 4, 

cette méthodologie permet d’éliminer totalement les acides gras saturés et d’obtenir 92,9 % d’AGPI 

n-3 sous forme libre dans le concentré. L’EPA est enrichi de 14,5 à 46,2 % et le DHA de 12,5 à 40,3 % 

avec 78 % de rendement. La formation d’inclusions en présence d’urée et d’acides gras saturés et 

monoinsaturés dépend fortement de la température. Il semble qu’une température de 4 °C améliore 

le rendement en AGPI et particulièrement en DHA, alors qu’une cristallisation à 20-28 °C favorise la 

concentration en EPA [48]. Ce procédé de concentration (figure 4) est appliqué à de l’huile de foie de 

morue après des étapes successives de saponification, de concentration par urée et d’une 

purification par chromatographie liquide haute performance (CLHP). Il est ainsi possible d’obtenir à 

partir de 400 g d’huile des rendements en EPA et DHA supérieurs à 82,4 %. La concentration en EPA 

et DHA obtenue à partir de l’huile de foie de morue à 4°C dépend du rapport urée sur acides gras 

[49]. Un rapport urée/acides gras de 4:1 conduit à des fractions enrichies en EPA (25,6 %) et DHA 

(59,9 %) pour l’huile de foie de morue. Il apparaît cependant que ce procédé de concentration 

demande de grandes quantités de solvant, de produits chimiques, et génère une masse importante 

de co-produits qu’il est nécessaire de retraiter. Une étude à grande échelle (29 800 kg d’esters 

éthyliques d’huile de poisson) contenant approximativement 28 % d’EPA + DHA permet d’obtenir un 

concentré à 84 % d’EPA + DHA avec un rendement de 31 %. Pour obtenir les 3 140 kg de cette 

fraction, 16 150 kg d’urée et un retraitement de 18 890 kg d’urée complexée avec les acides gras ont 

été nécessaires [50]. 

Concentration par méthodes chromatographiques et distillation 

Le fractionnement et la concentration des acides gras libres ou estérifiés au-dessus de 90 % sont 

rendus possibles par des techniques chromatographiques préparatives, basées sur une séparation 

des acides gras en fonction de la longueur de chaînes ou de leur degré d’insaturation. La 

chromatographie liquide haute performance ou la chromatographie sur gel de silice argentique (SiO2-

AgNO3) sont utilisées pour obtenir des concentrés fortement purifiés en AGPI. 



Tokiwa et al. [51] arrivent à obtenir à partir d’un mélange d’esters méthyliques (EPA : 30 % ; DHA : 

30 %) une fraction enrichie à 91 % pour l’EPA (rendement 66 %) et une fraction enrichie à 85 % pour 

le DHA (rendement 53 %), mais avec une productivité relativement faible (environ de 2 g/h). La 

séparation sur colonne à compression radiale (Waters ; C18 50-100 µm 30 cm × 5,7 cm) s’effectue 

avec un mélange éluant de tétrahydrofurane/méthanol/eau. Des rendements en EPA et DHA plus 

élevés sont obtenus à partir d’un mélange d’EPA (36,8 %) et de DHA (40,1 %) après précipitation à 

l’urée [52]. 87 % d’EPA et 81 % de DHA sont obtenus avec un mélange éluant méthanol/eau sur une 

colonne à compression radiale (Waters ; C18 55-105 µm 20 cm × 6,0 cm) conduisant à une 

production de l’ordre de 40 g/h. A partir d’un mélange d’esters méthyliques d’EPA (47 %) et de DHA 

(30 %), Perrut [53] utilise une colonne à compression axiale Prochrom (C18 12-45 µm 0,3m × 30 cm) 

avec un mélange méthanol/eau (200 l/h) permettant d’obtenir des fractions contenant 91 à 96 % 

d’EPA (198 g/h) et 75 à 85 % de DHA (127 g/h). Plus récemment, Guil-Guerrero et Belarbi (2001) [48] 

obtiennent à partir d’une huile de foie de morue concentrée par urée, des fractions enrichies en EPA 

(pureté 78-80 %) et de DHA (pureté 94-100 %). 

La distillation peut aussi être utilisée pour séparer partiellement des mélanges d’esters d’acides gras. 

Elle repose sur les différences de points d’ébullition et de poids moléculaires des acides gras et se 

pratique généralement à des températures élevées de l’ordre de 250 °C. Moore et McNeill [59] 

utilisent ce procédé à la température de 190 °C pour séparer les acides gras libres du mélange 

d’acylglycérols d’huile de poisson chilien hydrolysée par Candida rugosa. Des températures plus 

faibles (125 °C sous 0,005 mbar) permettent de séparer des fractions d’EPA et DHA à partir d’huile de 

sardine par distillation fractionnée [50]. 

Concentration par fluide supercritique 

Les procédés d’extraction d’AGPI utilisant des solvants organiques permettent d’obtenir des 

rendements relativement élevés mais posent certaines contraintes quant à l’élimination des résidus 

présents dans les concentrés. La chromatographie liquide haute performance conduit à l’obtention 

de fractions à haute concentration en EPA et DHA, mais la séparation solvant-produit reste délicate 

et coûteuse. Le fractionnement des esters d’acides gras par le dioxyde de carbone supercritique, en 

raison de ses propriétés (inerte, non inflammable, faible coût, compatible avec l’environnement) est 

un procédé alternatif qui peut être réalisé à l’échelle industrielle [55, 56]. L’extraction par fluide 

supercritique d’huile de krill de l’Antarctique (Euphausias superba) riche en phospholipides a permis 

d’extraire 11,2 % d’huile totalement dépourvue de lipides polaires sur un échantillon de krill 

lyophilisé en une seule étape [63]. Ce procédé d’extraction et de concentration des AGPI fait l’objet 

d’un article spécifique développé par ailleurs dans ce dossier. 

Des lipases spécifiques pour la concentration en AGPI 

D’origines fongiques, bactériennes, pancréatiques ou gastriques, les lipases (glycérol-ester-hydrolase, 

E.C.3.1.1.3.) catalysent l’hydrolyse d’un grand nombre d’esters carboxyliques et présentent une 

spécificité marquée envers les substrats glycéridiques. Zuyi et Ward [58] utilisent une réaction 

d’alcoolyse en présence d’huile de foie de morue (9 lipases et 10 solvants) conduisant à un concentré 

de mono-acylglycérols contenant 40 % d’AGPI-LC. Des réactions d’acidolyse [59] ou de trans-

estérification [60] permettent en outre de concentrer les AGPI-LC sous forme de TAG. Haraldsson et 

Kristinsson [61] obtiennent 65 % de conversion en esters éthyliques lors d’une réaction de trans-

estérification sur de l’huile de thon (6 % EPA et 23 % de DHA) avec de l’éthanol après 24 h. 



Les lipases font preuve d’une grande spécificité au niveau de la position des acides gras sur la 

molécule de glycérol (tableau 3) [62-64]. L’objectif des procédés de concentration en AGPI par voie 

enzymatique consiste dans une première étape à hydrolyser spécifiquement les acides gras sur la 

molécule de glycérol en fonction de la nature de l’huile et de la régio-distribution de ces composés. 

Après élimination des acides gras saturés libres, les AGPI sont ré-estérifiés sous forme d’acylglycérols 

à l’aide de lipases stéréospécifiques. 

Tableau 3. Caractéristiques des principales lipases microbiennes utilisées dans les procédés de 

concentration d’AGPI. 

Nature de la lipase Spécificité Température pH optimum Auteurs 

Aspergillus niger 1-,3 > > 2 30-40 5,0-7,0 [1-4] 

Mucor miehei 1-,3 > > > 2 30-45 6,5-7,5 [1] 

Rhizopus oryzae 1-,3 > > > 2 30-45 5,0-8,0 [1] 

Rhizopus niveus 1-,3 > > > 2 30-45 5,0-8,0 [1] 

Candida cylindracea Non spécifique 30-50 5,0-8,0 [1-2] 

Chromobacterium viscosum Non spécifique 60-70  –  [1-2-4] 

Geotrichum candidum Non spécifique 30-45 6,0-8,0 [1-4] 

Pseudomonassp. Non spécifique 40-60 5,0-9,0 [1-3] 

Rhizopus delemar 1-,3 30-45  –  [2-4] 

Rhizopus javanicus 1-,3 30-45  –  [2] 

Candida lipolytica 1-,3 > 2  –   –  [3] 

Humicola lanuginosa 1-,3 > > 2  –   –  [3] 

Mucor javanicus 1-,3 > 2  –   –  [3] 

Pancréatique 1-,3  –   –  [3] 

Réf : [62, 64, 65, 68].   

Les travaux de Tanaka et al. [65] ont montré la spécificité d’action de 6 lipases envers les AGPI-LC 

d’huile de thon (5,6 % EPA ; 25,1 % DHA). Après 70 % d’hydrolyse de l’huile de thon en milieu aqueux 

(huile/eau distillée 1:1) par la lipase Candida cylindracea et élimination des AGL, le mélange 

d’acylglycérols résiduels contient trois fois plus de DHA que le milieu initial. Ces travaux montrent 

une discrimination de cette lipase non stéréospécifique envers le DHA qui peut s’expliquer par la 



structure même de cet acide gras, et non pas uniquement par sa régio-distribution. Le grand nombre 

d’insaturations provoque un repliement de l’extrémité méthyle terminale de la chaîne 

hydrocarbonée vers la liaison ester du TAG, entravant l’activité hydrolytique de la lipase. En 1994, 

Maehr et al. [66] étudient l’hydrolyse de l’huile de menhaden et d’anchois avec la lipase de 

Pseudomonas, Amano P. La spécificité de coupure de cette lipase pour les positions sn-1 et sn-

3 permet d’augmenter considérablement la proportion de DHA et d’EPA sous la forme de 

monoacylglycérol, après extraction aux solvants (hexane, méthanol/éthanol). McNeill et al. [67] ont 

dans la même optique, étudié différentes lipases susceptibles d’hydrolyser des huiles de poisson 

ainsi que leur spécificité vis-à-vis de l’EPA et du DHA. Une hydrolyse de 50 % de l’huile peut être 

obtenue après 24 h de réaction en présence de Candida rugosa. Pour augmenter la proportion 

d’AGL, il est nécessaire d’ajouter des quantités d’enzymes plus importantes et de conduire la 

réaction sur 60 h. L’analyse des acides gras dans les classes de di- et triacylglycérols révèle une 

augmentation des AGPI de 30 à 45 %. L’accroissement du rapport DHA/EPA montre une forte 

sélectivité de la lipase pour le DHA. D’un autre côté, la régio-sélectivité des lipases par rapport à la 

molécule de triacylglycérol ne peut à elle seule expliquer l’hydrolyse des AGPI, et principalement 

l’hydrolyse de l’EPA et du DHA [68]. De nombreux facteurs interviennent au niveau de la réaction, 

notamment la nature de l’huile hydrolysée, la position des acides gras sur le glycérol, la vitesse des 

réactions inverses qui peuvent apparaître au cours de l’hydrolyse, et la réactivité de la lipase en 

fonction des acylglycérols néoformés pendant la réaction. Les auteurs obtiennent un degré 

d’hydrolyse supérieur à 70 % après 9 h de réaction pour de l’huile de phoque (EPA : 6,41 % ; DHA : 

7,58 %) alors qu’aucune enzyme utilisée ne permet d’atteindre ce pourcentage après 75 h de 

réaction concernant l’huile de menhaden (EPA : 13,23 % ; DHA : 10,06 %). 

Le contrôle de la réaction d’hydrolyse enzymatique s’effectue par le rapport indice d’acide/indice de 

saponification [65, 68] ou la mesure d’acidité [67]  

Plus récemment Sun et al. [69] étudient l’influence de 6 lipases commerciales sur la valorisation des 

AGPI-LC présents dans les viscères du saumon d’Atlantique (Salmo salar). Les résultats montrent que 

l’utilisation de la lipase P. cepacia permet d’augmenter la concentration en EPA de 64 mg/g d’huile à 

102 mg/g en 12 h. La lipase C. rugosa semble la plus adaptée pour concentrer les acides DHA + EPA 

(185 mg/g d’huile en 12 h). Une hydrolyse ménagée d’huile de saumon en présence d’une lipase 

stéréospécifique sn-1, sn-3 de Aspergillus oryzae permet d’obtenir un mélange d’acides gras libres et 

d’acylglycérols [70, 71]. Après séparation de la phase aqueuse par centrifugation du mélange 

réactionnel, la phase lipidique est fractionnée par une filtration membranaire à basse température, 

permettant une élimination des acides gras libres et des acylglycérols à hauts points de fusion (figure 

5). La filtration membranaire est aussi utilisée dans le domaine de la restructuration de lipides. Après 

une réaction d’acidolyse d’un concentré d’AGPI de poisson (35 % EPA et 25 % DHA) et de 

triacylglycérols (40 % acides caprique, 60 % caprylique), l’action d’une lipase sn-1, sn-3 immobilisée 

(lipozyme IM) en réacteur équipé de membranes hydrophiles [71-73] permet d’obtenir une 

incorporation maximale d’EPA/DHA dans les lipides restructurés (44,4 % mole, 80 h). Les concentrés 

d’acides gras obtenus par hydrolyse chimique en milieu alcalin suivi d’une étape de concentration 

(cristallisation en présence de solvant, urée) ou par hydrolyse enzymatique, ne sont généralement 

pas utilisés sous forme libre. 

Une réaction d’estérification permet de restructurer des triacylglycérols à partir d’acides gras libres 

et/ou d’acylglycérols. Généralement conduite en présence de solvant(s) organique(s), cette réaction 

fait l’objet de nombreux travaux d’optimisation, car de nombreux paramètres influencent le 



rendement d’estérification (quantité d’eau présente, ratio glycérol/ AGPI, vitesse d’agitation...). 

Robles Médina et al. [41] ont montré qu’en présence d’hexane, il était possible d’obtenir un degré 

d’estérification de 87 % avec un rendement de 85 % en TG à partir d’un concentré d’acides gras libres 

d’huile de foie de morue. Les réactions sont généralement conduites à basse température entre 30 

et 60 °C. La lipase a besoin d’une teneur minimale en eau pour conserver une conformation 

tridimensionnelle active [74]. Une teneur voisine de 1 % en eau conduit à une synthèse optimale de 

TAG à partir d’acides gras d’huile de foie de morue en présence de lipozyme IM, novozym 435 et de 

lipase PS [75]. L’élimination de l’eau formée au cours de la réaction améliore les rendements de 

synthèse des TAG par addition de tamis moléculaires ou barbotage d’azote dans le milieu 

réactionnel, au cours d’une réaction d’estérification, d’un mélange d’acylglycérols d’huile de poisson 

et de glycérol par Rhizomucor miehei [67, 76]. 

 

Conclusion 

Les huiles marines représentent une source importante d’acides gras polyinsaturés à longue chaîne 

dont les implications positives sur la santé humaine sont désormais avérées. Nous avons passé en 

revue les principales techniques d’extraction et de concentration faisant appel à des traitements 

thermiques, mécaniques, ou assistés par voie enzymatique préservant au mieux la qualité de ces 

longues chaînes insaturées. L’utilisation d’enzymes stéréospécifiques de plus en plus nombreuses sur 

le marché, contribue au développement de procédés d’extraction sans solvant organique, alternatifs 

aux techniques onéreuses conduisant à des fractions purifiées à l’image de l’extraction au CO2 

supercritique. Il est désormais possible d’obtenir des concentrés d’oméga 3 sous forme de 

triacylglycérols restructurés présentant la meilleure biodisponibilité pour ces acides gras 

polyinsaturés à longue chaîne.  
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Illustrations 

 

Figure 1. Acides gras polyinsaturés à longues chaînes.  

 

 

Figure 2. Procédé d’extraction d’huile de co-produits de saumon par voie enzymatique et obtention 

d’hydrolysats protéiques. 



 

Figure 3. Formation des cristaux d’urée en l’absence et en présence d’acides gras polyinsaturés [77]. 

 

Figure 4. Procédé de concentration d’AGPI n-3 à partir d’huile de foie de morue [48]. 



 

Figure 5. Perméat et rétentat d’huile de saumon après hydrolyse enzymatique et filtration 

membranaire. 

 


