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Glossaire 

ACV : Analyse du cycle de vie 

ADB : Âge des boues 

AGS : Acide gras saturé 

AGMI : Acide gras monoinsaturé  

AGPI : Acide gras polyinsaturé 

AOB (Ammonia oxidizing bacteria) : Bactérie oxydatrice de l’ammoniac 

ATP : Adénosine triphosphate 

ASM (Activated sludge model) : Modèle biocinétique de boues activées 

BA : Boues activées 

CFD (Computational fluid dynamics) : Mécanique des fluides numérique 

CHRA : Chenal à haut rendement algal 

COT : Carbone organique total 

DBO5 : Demande biochimique en oxygène à 5 jours 

DCO : Demande chimique en oxygène 

EH : Equivalent-habitant 
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EPS : Exopolysaccharides 

EU : Eaux usées 

FPR : Filtre planté de roseaux 

MES : Matières en suspension 

MVS : Matières volatiles en suspension 

NADPH2 : Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate 

NGL : Azote global 

NOB (Nitrite oxidizing bacteria) : Bactérie oxydatrice des nitrites 

NTK : Azote total Kjeldahl 

OD : Oxygène dissous 

OUR (Oxygen uptake rate) : Taux de consommation de l’oxygène 

OTR (Oxygen transfer rate) : Taux de transfert d’oxygène 

PT : Phosphore total 

SBR (Sequencing batch reactor) : Réacteur séquentiel 

STEU : Station de traitement des eaux usées 

TA : Titre alcalimétrique 

TAC : Titre alcalimétrique complet 

TAG : Triglycérides 

TSH : Temps de séjour hydraulique 

UASB (Upflow anaerobic sludge blanket) : Réacteur anaérobie à flux ascendant avec couche 

de boue 

ZHA : Zone humide artificielle 
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Introduction 

Selon les Nations Unies, « plus de 80% des eaux usées à travers le monde (plus de 95% dans 

certains pays en développement) sont rejetées dans l’environnement sans traitement » (Rapport 

mondial des Nations Unies sur la mise en valeur des ressources en eau : Les eaux usées: une 

ressource inexploitée - UNESCO Bibliothèque Numérique, 2017). Faute de traitement adapté, 

les effluents rejetés participent notamment à l’enrichissement en azote et phosphore des plans 

d’eau. Ces apports trop importants en nutriments entraînent une eutrophisation des milieux 

aquatiques qui déclenche une « efflorescence algale ». L’écosystème s’appauvrit et se dégrade 

à cause de la consommation excessive en oxygène des algues pour soutenir leur croissance. De 

plus, lorsqu’elles se décomposent, les algues libèrent des gaz dont le sulfure d’hydrogène qui 

est toxique et pose alors un risque pour l’homme. Le rapport de l’ONU préconise ainsi une 

gestion améliorée des eaux usées via différents leviers :  

• Réduction de la pollution à la source ; 

• Élimination de contaminants des flux d’eaux usées ; 

• Réutilisation des eaux récupérées ; 

• Récupération de sous-produits utiles. 

Pour traiter l’azote et le phosphore, les procédés conventionnels physiques ou chimiques 

peuvent devenir coûteux car ils requièrent d’importantes quantités de réactifs chimiques (par 

exemple, chlorure ferrique pour la précipitation du phosphore) et d’énergie (aération 

mécanique nécessaire à la nitrification) (Christenson and Sims, 2011). Parmi les filières de 

traitement biologique, le procédé à boue activée est le traitement le plus répandu où les 

composés organiques et azotés sont dégradés par diverses communautés de microorganismes, 

nécessitant un apport mécanique d’oxygène par aération des bassins. En sortie, les produits 

générés sont des boues en excès et des composés minéraux. La performance en récupération 

des ressources peut être améliorée, car dans l’effluent, une partie de l’azote est encore présente 

et le reste souvent dégazé sous forme de diazote gazeux (dénitrification). Les bactéries 

responsables de la dégradation du carbone et de l’azote assimilent du phosphore à leur matériel 

cellulaire. L’élimination par cette voie constitue environ 25% de la quantité journalière à 

dégrader. Pour améliorer le traitement du phosphore, les installations à boues activées réalisent 

un transfert sous forme particulaire soit par précipitation, soit par suraccumulation au sein de 

la biomasse épuratrice, soit par combinaison des deux processus (Deronzier and Choubert, 

2004). 

Après le traitement secondaire, le phosphore et l’azote minéral encore présents en sortie 

doivent être traités pour éviter une pollution supplémentaire des milieux récepteurs et aussi 

dans une optique de récupération des nutriments des eaux usées. Cette pratique de réutilisation 

des eaux usées et de récupération des ressources s’inscrit dans une politique de meilleure 

gestion des stations de traitement des eaux usées et de durabilité. De plus, les activités humaines 

impactent les cycles biogéochimiques de l’azote et du phosphore, avec par exemple 

l’exploitation des blocs de roches phosphatées pour fabriquer des fertilisants. Les parcelles 

agricoles sont fertilisées, souvent en excès, et les flux de nutriments excédentaires se retrouvent 

dans le milieu aquatique. Leur présence y conduit à une dégradation de la ressource en eau 
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ainsi qu’à une perturbation des écosystèmes existants, notamment par le phénomène 

d’eutrophisation déjà évoqué. 

Dans ce contexte, les procédés reposant sur un couplage entre bactéries et microalgues 

présentent un fort potentiel pour le traitement des effluents à des coûts modérés, un impact 

écologique réduit et la possible valorisation des nutriments assimilés par la biomasse. Au sein 

des réacteurs, les acteurs du traitement sont des microalgues et des bactéries interagissant au 

sein d’un consortium via deux mécanismes biologiques (Figure 1) : 

• Par photosynthèse grâce à la lumière du soleil, les microalgues convertissent le dioxyde 

de carbone (CO2) et les nutriments présents (azote, phosphore) en biomasse et en 

dioxygène (O2) ; 

• En parallèle, les bactéries utilisent l'oxygène libéré par les algues pour leur métabolisme 

conduisant à la dégradation des composés organiques et à l'oxydation de l'azote 

ammoniacal, tout en produisant les nitrates et le CO2 nécessaires aux algues. 

 

Figure 1. Mécanismes biologiques au sein d’un consortium microalgues-bactéries 

Le second aspect à mettre en lumière est la possible valorisation des émissions de dioxyde de 

carbone dans le chenal. Selon le bilan annuel du Global Carbon Project, les émissions 

mondiales de CO2 ont atteint 36.4±2 Gt en 2021 (Friedlingstein et al., 2021). Pour limiter le 

réchauffement climatique, les émissions doivent être stoppées ou compensées en éliminant une 

quantité équivalente. Plusieurs méthodes ont été mises au point pour piéger le CO2, notamment 

par adsorption ou par absorption sur des composés à base de zéolithe ou d’amine (Mfoumou, 

2012; Yamada, 2021). Certains organismes vivants comme les plantes, les arbres, les algues et 

les microalgues constituent une autre piste, car ils capturent le CO2 par photosynthèse. Il y a 

un double intérêt pour la culture d’algues, car l’apport en dioxyde de carbone représente 60% 

du coût en nutriments. Cette dépense peut être minimisée en utilisant le CO2 rejeté par des 

centrales électriques ou des industries similaires (Eloka-Eboka and Inambao, 2017). En outre, 

la culture de microalgues permet une valorisation de la biomasse produite sous différentes 

formes : fertilisant, récupération de phosphore, synthèse de molécules à haute valeur ajoutée, 

production de biocarburants de 3ème génération… 

Au siècle dernier, les carburants fossiles se sont imposés par leur simplicité d’extraction au 

détriment des biocarburants. L'épuisement des ressources et le changement climatique 

entraînent un regain d'intérêt pour les énergies renouvelables, incluant les biocarburants 

considérés comme une alternative pertinente aux fossiles. Les biocarburants de troisième 

génération sont fabriqués à partir de biomasse algale. Les microalgues présentent un potentiel 

à ce niveau, car elles peuvent produire de la biomasse en grandes quantités avec un taux de 
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croissance rapide. Elles n’occupent pas des espaces normalement exploitées pour les cultures 

agricoles. La biomasse algale peut être fournie à longueur d’année pour la chaîne de 

production. Enfin, les algues peuvent être cultivées en eaux usées ou salées, ce qui peut en 

réduire l’impact sur les réserves d’eau douce (Schenk et al., 2008).  

Combiner le traitement des eaux usées et la valorisation d’une biomasse générée par un 

consortium microalgues-bactéries constitue une piste prometteuse faisant l’objet d’un intérêt 

croissant de la communauté scientifique ces dernières années (Figure 2). 

 

Figure 2. Nombre de publications à la suite d’une recherche sur le moteur Scopus avec les 

mots clés « microalgae wastewater » 

Cependant, l’application à taille réelle de ce procédé fait encore l’objet d’un certain nombre de 

questionnements. Il n’existe notamment pas de lignes directrices faisant l’objet d’un consensus 

pour le dimensionnement. Aussi, la valorisation de la biomasse produite dans le contexte des 

eaux usées peut s’avérer plus complexe que dans le cas de cultures pures de microalgues. Le 

présent manuscrit de thèse s’intéresse ainsi aux enjeux suivants : 

• Quel est le comportement du procédé face à la variabilité des eaux usées ? En sus des 

performances épuratoires, le potentiel de valorisation énergétique de la biomasse sera 

étudié à travers le prisme de la productivité de la biomasse et de sa composition 

biochimique. 

• Quelle est la dynamique du consortium algues-bactéries face à la variabilité des 

conditions opératoires ? 

• Quels sont les flux d’azote, de phosphore et d’oxygène en jeu lors du traitement dans 

différentes conditions ? 

• Quel est le degré de pertinence environnementale de ce procédé par rapport aux filières 

conventionnelles ? 

Afin de répondre à ces questionnements, différentes méthodologies ont été mises en place dans 

ce travail de thèse : 

• La validation de méthodes analytiques simples et rapides pour déterminer le contenu 

biochimique de la biomasse en termes de protéines, glucides et lipides ; 

• Le suivi de la dynamique du consortium microalgues-bactéries par une mesure continue 

de l’oxygène dissous associée à un modèle de respirométrie in-situ : la modélisation 

des données expérimentales acquises permet d’investiguer les diverses communautés 
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de microorganismes présentes et les mécanismes biologiques et physiques à l’œuvre 

dans le système, au regard notamment des flux d’oxygène ; 

• L’analyse du cycle de vie d’un scénario de traitement des eaux usées avec un chenal à 

haut rendement algal comparé à des installations conventionnelles comme une filière 

boues activées (BA) et un système dit basé sur la nature tel que le filtre planté de 

roseaux (FPR). 
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Partie I :  Bibliographie 

I.1. Place du CHRA en traitement des eaux usées 

Dans cette partie, la filière conventionnelle d’épuration des eaux usées par boues activées est 

brièvement décrite. Des rappels sur les types de pollution ainsi que les paramètres usuels pour 

les mesurer et déterminer l’efficacité du traitement des eaux usées sont présentés. Cela permet 

d’introduire le chenal à haut rendement algal (CHRA) en tant que procédé biologique et d’en 

expliquer son fonctionnement. 

I.1.1. La STEU conventionnelle 

L’assainissement collectif se déroule en plusieurs étapes : la collecte des eaux usées, le 

transport jusqu’à la station de traitement des eaux usées (STEU), le traitement et le rejet au 

milieu naturel (Figure 3).  

 

Figure 3. Filière de traitement des eaux usées (Observatoire national des services publics 

d’eau et d’assainissement, 2009) 

I.1.1.1. Les prétraitements et les traitements physico-chimiques 

Si les procédés changent d’une station à une autre, en fonction de l’année de construction, des 

contraintes imposées par le lieu d’implantation et du milieu de rejet, les grandes lignes du 

traitement des eaux usées restent les mêmes. Ainsi, l’épuration conventionnelle commence par 

un prétraitement qui consiste à éliminer les éléments les plus grossiers en amont de la station : 

• Dégrillage : les grilles retiennent les matières les plus volumineuses des eaux brutes. 

• Dessablage : les sables et les graviers sont éliminés par décantation et aspirés par 

pompage. 
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• Dégraissage : de l’air est injecté pour faire remonter les graisses à la surface, qui sont 

ensuite raclées et éliminées. 

Par la suite, les traitements primaires (physico-chimiques) reposent sur la décantation, parfois 

associée à la coagulation-floculation : 

• Décantation primaire simple : les solides décantent pour former les boues primaires au 

fond d’un décanteur ou clarificateur. Les boues sont raclées et évacuées vers une trémie 

où elles sont extraites par pompage. La réduction de charge polluante atteint sur des 

eaux usées domestiques les ordres de grandeurs suivants (Canler, 2017) : 50 à 60% des 

MES, 25 à 30% de la DBO5 et de la DCO, 5 à 10% de l’azote global et du phosphore. 

• Décantation primaire améliorée : une élimination plus importante des MES et des 

colloïdes peut être atteinte via une coagulation-floculation. Après ajout de réactifs, les 

MES et les colloïdes forment des flocs qui sont plus faciles à éliminer. Cela améliore 

les abattements, notamment en ce qui concerne la matière organique, permettant 

potentiellement de mettre en place une redirection du carbone vers un digesteur 

anaérobie (Sancho et al., 2019). 

En fonction du devenir des boues en excès produites (présence ou non d’une étape de digestion 

anaérobie sur la file boue, nécessité ou non d’une stabilisation des boues) et du type de 

traitement secondaire, l’étape de traitement primaire n’est pas toujours présente. 

I.1.1.2. Les traitements biologiques intensifs et extensifs 

Les traitements secondaires (biologiques) sont mis en place pour traiter les composés dissous 

(la matière organique ou minérale soluble dans l’eau). Les mécanismes biologiques de certains 

microorganismes sont exploités pour dégrader la matière organique en matière minérale. Il 

s’agit à la base de phénomènes naturels se déroulant dans les masses d’eau où des 

microorganismes se développent et dégradent les polluants selon différentes voies 

métaboliques. Ce principe d’autoépuration a été repris par l’Homme dans le traitement 

biologique des eaux usées. Ainsi, les procédés mis en œuvre amplifient la transformation et la 

dégradation de la matière organique, voire des nutriments (N, P), que l’on observe en milieu 

naturel. On distingue les systèmes extensifs et intensifs. 

Les procédés intensifs ont pour caractéristique d’occuper une surface au sol réduite, au prix le 

plus souvent de consommations d’énergie et/ou de réactifs importantes. Les techniques 

associées sont principalement : 

• Des procédés à culture libre : procédé à boues activées conventionnel et ses variantes. 

• Des procédés à culture fixée : les lits bactériens, les disques biologiques, et la 

biofiltration. 

Les procédés extensifs occupent des surfaces plus importantes. Toutefois, le coût 

d'investissement pour ces technologies est en général moins élevé, et les conditions de 

fonctionnement plus simples permettent des économies d’énergie. Enfin, ces systèmes 

nécessitent moins de main d’œuvre que les systèmes intensifs (European Commission et al., 

2003). On distingue principalement : 
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• Les procédés à culture fixée sur support fin : infiltration-percolation, filtres plantés de 

roseaux. 

• Les procédés à culture libre : lagunage naturel, lagunage à macrophytes, lagunage aéré. 

I.1.1.2.1. Le procédé à boues activées 

Ce procédé intensif consiste à aérer dans un bassin un effluent au sein duquel une flore 

bactérienne se développe en dégradant les différentes formes de pollution (Figure 4). Un 

consortium de microorganismes, principalement des bactéries, est à l’œuvre. Des prédateurs 

de bactéries comme les protozoaires, les rotifères, nématodes etc. peuvent aussi croître et 

participer à la clarification de l’effluent. Les conditions du procédé vont favoriser le 

développement de certaines populations au détriment d’autres qui vont décliner voire 

disparaître. Ensuite, les eaux épurées et les boues activées ainsi produites sont séparées dans 

un clarificateur secondaire, et une partie des boues est renvoyée dans le bassin d’aération. 

Toutes tailles confondues, 44% des stations d’épuration privilégient le traitement par boues 

activées en France métropolitaine (Golla and Hocquet, 2011). Un procédé conventionnel 

dimensionné à très faible charge massique avec mise en place d’une stratégie de dénitrification 

et de déphosphatation peut atteindre sur des effluents à dominante domestique des abattements 

de l’ordre de 90-95% (DBO5), 80-90% (DCO), 85-95% (MES), 75-90% (NTK), 70% (NGL), 

PT < 2 mg.L-1. 

 

Figure 4. Schéma de fonctionnement d’un procédé par boues activées (Marcel and Pastor, 

2012) 

La réaction de dégradation de la matière organique par les boues activées peut s’écrire : 

COHNS + O2 + nutriments → CO2 + H2O + C5H7NO2 + sous-produits 

Équation 1 

Dans cette équation, COHNS représente la matière organique. C5H7NO2 représente la biomasse 

produite (Laurent, 2020). 

La communauté bactérienne des boues activées est constituée par : 

• Les bactéries autotrophes aérobies (notamment Nitrosomonas et Nitrobacter) qui 

convertissent l’azote ammoniacal (NH4
+) en présence d’oxygène pour se développer et 

produire des nitrites (NO2
-) puis des nitrates (NO3

-) (nitrification) ; 

• Les bactéries hétérotrophes aérobies qui oxydent la matière organique biodégradable 

en présence d’oxygène ou en anoxie (présence de nitrates, dénitrification). 
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Les réactions bactériennes sont détaillées ultérieurement (voir paragraphe I.2.1.  Les bactéries). 

I.1.1.2.2. Le lagunage naturel 

Il s’agit d’un traitement biologique extensif. Les eaux usées transitent dans une série de bassins 

peu profonds appelés lagunes où différents mécanismes physiques, biologiques et chimiques 

interviennent dans la dégradation de la matière organique, des nutriments et des pathogènes. 

Le système reproduit les conditions des lacs et rivières en mettant en jeu la sédimentation des 

matières en suspension, la dégradation aérobie au sein du liquide et la dégradation anaérobie 

dans les sédiments déposés au fond de la lagune (Zouhir, 2008). 

En lagunage conventionnel (dit naturel), on observe trois types de bassins successifs : le bassin 

anaérobie, le bassin facultatif et le bassin de maturation (Figure 5). Ceux-ci présentent des 

configurations variables (formes et profondeurs), mettant alors en jeu des microorganismes 

spécifiques. 

 

Figure 5. Schéma de principe du lagunage conventionnel (Sperling, 2007) 

Le bassin anaérobie est caractérisé par une profondeur de 2 à 5 m et des temps de séjour de 

quelques jours. En absence d’oxygène, la matière organique est dégradée par hydrolyse, 

acidogénèse, acétogénèse et méthanogénèse pour former du biogaz (méthane et dioxyde de 

carbone) et un digestat. Ensuite, le bassin facultatif d’une profondeur de 1 à 2 m combine des 

conditions anaérobies dans la couche inférieure et aérobies dans la partie supérieure (Figure 

6). Les microorganismes aérobies et anaérobies abattent le restant de la matière organique.  

 

Figure 6. Schéma du fonctionnement d’une lagune facultative (adapté de (Tchobanoglous 

and Schroeder, 1985)) 
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En fin de filière, le bassin de maturation est conçu pour éliminer les pathogènes (bactéries, 

virus, kystes de protozoaires et œufs d’helminthes). Sa faible profondeur permet à la lumière 

du soleil et au rayonnement UV d’y pénétrer, favorisant dans le même temps la photosynthèse.  

Au sein des lagunes facultative et de maturation, les microalgues produisent de l’oxygène et 

consomment le dioxyde de carbone libéré par les bactéries. Dépendante de la lumière du soleil 

avec la photosynthèse, la concentration en oxygène dissous est élevée la journée et faible la 

nuit. Les principaux mécanismes en jeu dans l’élimination des pathogènes sont une forte 

pénétration des UV, un pH et une concentration en oxygène dissous élevés (Sperling, 2007).  

En sortie de procédé, 80-85% de la Demande Biochimique en Oxygène (DBO) et 70-83% de 

la Demande Chimique en Oxygène (DCO) sont traitées (Sperling, 2007). Un rapport de 

l’ONEMA (Office national de l'eau et des milieux aquatiques) faisant un état des lieux du 

lagunage (Durot and Molle, 2015) rend compte de la qualité moyenne du rejet des lagunes 

naturelles (200-2000 EH) (EH signifie « équivalent habitant » et exprime la capacité d’une 

STEU soit 60 g DBO5.j
-1) en France (Tableau 1). 

 MES DCO Azote Kjeldahl Ptot 
 E S E S E S E S 

Nombre de données 222 225 222 224 211 215 206 207 

Moyenne (mg.L-1) 457.4 67.9 874.4 145 98.9 26.8 12.2 5.6 

Ecart-type (mg.L-1) 776.5 65.1 837.7 102.7 49.3 17.7 12.4 3.7 

Abattement moyen 

(%) 
85.2 83.5 73 54.1 

Tableau 1. Qualité moyenne du rejet des lagunages naturels français pour une capacité entre 

200-2000 EH (E=entrée et S=sortie) (Autostep et Mesurestep données 2013) (Durot and 

Molle, 2015) 

L‘étude de l’Agence de l’Eau Rhin-Meuse (Les procédés d’épuration des petites collectivités 

du bassin Rhin-Meuse - Élément de comparaison techniques et économiques, 2007) présente 

des valeurs similaires et donne aussi une valeur pour l’azote global NGL (70% d’abattement). 

Les abattements relativement importants de l’azote global et du phosphore peuvent être 

expliqués par l’assimilation de ces nutriments, par la biomasse microalgale en particulier 

(Figure 6). 

En Europe, le lagunage est généralement mis en place pour les petites agglomérations jusqu’à 

2000 EH (Gruchlik et al., 2018), mais on le retrouve également pour des capacités plus 

importantes dans les pays en voie de développement, de par sa simplicité de construction et 

son faible coût (Ho et al., 2017). 

I.1.1.3. Les traitements tertiaires 

Si les eaux usées sont rejetées dans une zone sensible ou si elles alimentent une zone de 

baignade, irriguent des terrains agricoles ou répondent à des besoins urbains (arrosage, 

fontaines publiques), des traitements complémentaires sont susceptibles d’être mis en place 

pour cibler notamment le phosphore résiduel, les micropolluants organiques ou minéraux, les 

pathogènes (Marcel and Pastor, 2012). 
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I.1.2. Les pollutions carbonée, azotée et phosphorée 

Face à la diversité des polluants et de leurs formes, des paramètres globaux ont été définis pour 

quantifier la pollution et évaluer les abattements des STEU. On parle de macro-polluants pour 

qualifier les trois groupes de pollution principalement présents dans les eaux et traités au sein 

des ouvrages : la pollution carbonée, azotée et phosphorée. Ceux-ci n’exercent pas le même 

impact sur l’environnement et nécessitent des traitements adaptés. 

• La pollution carbonée fait référence à la matière organique. Elle est mesurée par deux 

paramètres : la Demande Biochimique en Oxygène à cinq jours (DBO5) et la Demande 

Chimique en Oxygène (DCO).  

• La pollution azotée est divisée en azote réduit et azote oxydé (Figure 7). 

 

 

Figure 7. Les formes de l’azote 

L’azote réduit correspond à l’azote ammoniacal NH4
+, majoritaire dans les eaux usées avec 

l’azote organique (inclus dans les protéines et surtout l’urée) (Tableau 2). Les formes oxydées 

de l’azote, les nitrites NO2
- et les nitrates NO3

-, sont peu présentes dans les eaux usées non 

traitées. Elles sont produites au cours des traitements dans la filière d’épuration. 

N organique 

particulaire 

réfractaire 

N organique 

soluble 

réfractaire 

N organique 

soluble 

ammonifiable 

N organique 

particulaire 

ammonifiable 

N 

ammoniacal 

2-3% 2% 5-15% 10-35% 50-75% 

Tableau 2. Ordre de grandeur des fractions de l’azote en entrée de station exprimées par 

rapport à NTK (Deronzier et al., 2001) 

• La pollution phosphorée s’analyse sous deux formes : le phosphore total, qui est la 

somme du phosphore particulaire et dissous, et les orthophosphates PO4
3-, qui forment 

une grande partie du phosphore dissous. 

Il est à noter que ces 3 formes de pollution peuvent être sous formes dissoute ou particulaire 

(voire colloïdale), d’où l’importance de qualifier les matières en suspension (MES) et les 

matières volatiles en suspension (MVS) des eaux usées. 
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La composition reflète l'utilisation de l'eau en entrée : industrielle, domestique et agricole. Par 

convention et pour faciliter la définition de la capacité des ouvrages, les volumes et les flux de 

pollutions journaliers des effluents sont estimés en équivalents-habitants (EH), correspondant 

aux valeurs moyennes rejetées par habitant dans les eaux usées domestiques. Le Tableau 3 

donne les fourchettes de valeurs communément admises en France (Degrémont, 2004).  

DBO5 (g.EH-1.j-1) 60 

DCO (g.EH-1.j-1) 120-150 

MES (g.EH-1.j-1) 20-90 

NTK (g.EH-1.j-1) 12-15 

PT (g.EH-1.j-1) 2.5-3 

Tableau 3. Pollution par EH en France (Degrémont, 2004) 

Le risque de rejeter un effluent sans avoir correctement éliminé l’azote et le phosphore est 

l’eutrophisation du milieu. Les deux éléments sont indispensables à la croissance des végétaux, 

mais une charge excessive en nutriments déclenche la prolifération incontrôlée d’algues 

nuisibles, de faibles valeurs d’oxygène dissous dans le milieu, le déclin des poissons, des 

changements indésirables de pH, et la production de cyanotoxine (Christenson and Sims, 

2011). Les côtes bretonnes sont un exemple du problème écologique et sanitaire posé par les 

efflorescences algales (Figure 8). Comme on l’a vu précédemment, le traitement des effluents 

par lagunage naturel reproduit entre autres ce phénomène au sein d’ouvrages spécialement 

dédiés, afin de limiter son occurrence une fois les effluents rejetés au milieu naturel. 

 

Figure 8. Prolifération d’algues vertes sur une plage de Saint-Brieuc (Pavard, 2019) 

Pour limiter les impacts sur le milieu, des concentrations maximales en polluants ou des 

abattements minimum ont été fixés par le législateur (“Arrêté du 21 juillet 2015,” 2015) 

(Tableau 4 et Tableau 5). 
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Paramètre 

Charge brute 

reçue par la 

station en kg.j-1 

de DBO5 

Concentration 

maximale à 

respecter, 

moyenne 

journalière 

Rendement 

minimum à 

atteindre, 

moyenne 

journalière 

Concentration 

rédhibitoire, 

moyenne 

journalière 

DCO < 120 200 mgO2.L
-1 60% 400 mgO2.L

-1 

DCO > 120 125 mgO2.L
-1 75% 250 mgO2.L

-1 

Tableau 4. Performances minimales de traitement attendues pour la DCO 

Paramètre 

Charge brute 

reçue par la 

station en kg.j-1 

de DBO5 

Concentration 

maximale à 

respecter, 

moyenne annuelle 

Rendement 

minimum à 

atteindre, 

moyenne annuelle 

NGL > 600 et < 6000 15 mg.L-1 70% 

NGL > 6000 10 mg.L-1 70% 

Ptot > 600 et < 6000 2 mg.L-1 80% 

Ptot > 6000 1 mg.L-1 80% 

Tableau 5. Performances minimales de traitement attendues pour les paramètres azote et 

phosphore, dans le cas des stations rejetant en zone sensible à l'eutrophisation 

I.1.3. Le chenal à haut rendement algal (CHRA) 

En se basant sur les principes d’une lagune naturelle, une technique de lagunage avancée 

(Advanced Integrated Wastewater Pond Systems (AIWPS)) a été mise au point en Californie 

par le professeur William J. Oswald et ses collègues à partir des années 1950 (Oswald and 

Golueke, 1960). Le système est composé de quatre bassins en série : le bassin anaérobie, le 

bassin à haut rendement algal, le bassin de décantation des algues et le bassin de maturation 

(Figure 9). Après les premières implantations aux Etats-Unis, des systèmes ont été développés 

par exemple en Israël (Shelef and Azov, 1987), en France (Picot et al., 1992), au Maroc (Shelef 

and Azov, 1987), au Royaume-Uni (Fallowfield and Garrett, 1985), en Espagne (García et al., 

2008) ou encore en Australie (Young et al., 2016). 

 

Figure 9. Schéma d’un AIWPS avec un bassin anaérobie couvert, un bassin à haut rendement 

algal, un bassin de décantation et un lit de granulat filtrant (R Craggs et al., 2014) 
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Dans l’AIWPS, le Chenal à Haut Rendement Algal (CHRA) a remplacé le bassin facultatif du 

lagunage classique. L’ouvrage est de forme oblongue et peut être constitué d’une boucle simple 

ou de boucles en série (Local Government Association of South Australia, 2020) d’une 

profondeur de 0.2 à 1 m et équipé d’une cloison centrale (Figure 10 et Figure 11). Un 

consortium de microalgues et de bactéries y est cultivé (voir paragraphe I.2. Le consortium 

microalgues-bactéries). 

 

Figure 10. Schéma d’un chenal à boucle simple (a) et à boucles en série (b) 

Même si plusieurs dispositifs de mélange – mélangeur à jet, pompe, airlift, table de mélange, 

écoulement gravitaire - sont possibles, la roue à aubes est généralement privilégiée (Benemann, 

2013), car elle est mécaniquement simple et peut être installée à faible coût (Musgrove, 2017). 

Les eaux sont entraînées à une vitesse de circulation horizontale de 0.15 à 0.3 m.s-1 (R Craggs 

et al., 2014). Elle est supposée générer un mélange vertical qui permet une exposition fréquente 

des microalgues à la lumière et empêche la sédimentation de la biomasse. De plus, les cellules 

subissent moins de dommage qu’avec d’autres systèmes car les contraintes de cisaillement 

appliquées au fluide sont relativement faibles (Musgrove, 2017). 

 

Figure 11. Chenaux à haut rendement algal en Israël (Kloosterman, 2011) et en Californie 

(Fields et al., 2021) 
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Il est possible d’injecter du dioxyde de carbone par barboteur de bulles, microbulleur (Caia et 

al., 2018), colonnes de carbonatation et puisards (Park and Craggs, 2011). Pour empêcher la 

formation de tourbillons et la sédimentation de la biomasse, des déflecteurs d’écoulement (en 

général, 1 ou 2 selon la largeur de l’ouvrage) peuvent être placés aux extrémités du chenal 

(Hadiyanto et al., 2013). Les zones mortes formées en bout de cloison centrale peuvent être 

réduites grâce aux déflecteurs (Ortiz et al., 2022; Sawant et al., 2019). 

La conception d’un chenal se fait selon la profondeur, la largeur, la longueur, le volume et la 

surface (Yadala and Cremaschi, 2016), mais elle n'est encadrée par aucune directive officielle. 

Des recommandations sont émises par diverses études sur le ratio optimal longueur-largeur 

(L/l) (Pandey and Premalatha, 2017; Sawant et al., 2019). Ainsi, un rapport L/l supérieur ou 

égal à 10 est recommandé. Si la valeur est trop basse, les perturbations d’écoulement causées 

par les virages sont susceptibles d’affecter l’écoulement dans les sections droites du chenal. Le 

rapport surface-volume conseillé est de 1/hauteur ou 3.3-4 m-1 pour les profondeurs habituelles 

(Posten and Walter, 2013). 

I.1.4. Comparaison du CHRA avec d’autres systèmes de traitement 

Le CHRA peut être envisagé comme alternative au lagunage naturel et au procédé à boues 

activées. Ainsi, quelques études ont effectué une analyse multicritères des procédés de 

traitement en considérant : la surface occupée, les coûts de construction et de fonctionnement, 

les performances épuratoires. 

Un CHRA nécessite environ 50 fois plus de surface que des boues activées, sans considérer la 

surface utilisée pour le traitement des boues en excès. La construction et l’exploitation coûtent 

respectivement deux fois et cinq fois moins que pour les boues activées (Craggs et al., 2011). 

Pour traiter un effluent de brasserie post-méthaniseur, le CHRA a consommé 66% moins 

d’énergie que les boues activées et le CHRA a généré 4 fois plus de biomasse, qui a assimilé 

50% de l’azote contre 8.8% pour les boues activées. Les systèmes à boues activées produisent 

en général moins de biomasse et sont plus adaptés aux localités urbaines où l’espace est limité 

et où les terrains sont coûteux (Taylor et al., 2021). 

Les performances des CHRA et des lagunes classiques ont été comparées dans plusieurs 

travaux (Buchanan, 2014; Buchanan et al., 2018; El Hamouri et al., 2003; Picot et al., 1992; 

Toumi et al., 2000). Les CHRA fournissent des abattements égaux ou supérieurs pour les 

polluants classiques et des abattements inférieurs pour les orthophosphates (Buchanan, 2014). 

D’après (Toumi et al., 2000), le CHRA est 1.3, 10 et 2 fois plus efficace pour éliminer 

respectivement le zinc, le cuivre et le plomb. 

Comparé au lagunage naturel, le Temps de Séjour Hydraulique (TSH) dans le CHRA est réduit 

d’au moins 80% (Young et al., 2017). Ainsi, le système occupe moins d’espace avec une baisse 

estimée de 40% (El Hamouri et al., 2003) à 60% (Buchanan, 2014). (Picot et al., 1992) ont 

comparé 2 CHRA avec une installation comprenant les trois bassins successifs de lagunage 

conventionnel. Ils ont conclu que les performances épuratoires des deux systèmes sont 

similaires, mais que le chenal requiert cinq fois moins de surface occupée. Ainsi, les coûts de 
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construction sont réduits de 25-50% par rapport à une lagune classique selon une estimation de 

(Buchanan, 2014). 

L’avantage d’un lagunage naturel comparé à un CHRA est qu’il n’y a pas besoin de système 

d’agitation et de source de courant électrique. L’infrastructure peut être construite dans des 

zones reculées sans électricité et nécessite moins les passages fréquents d’un opérateur pour 

s’assurer du bon fonctionnement (Buchanan, 2014). L’installation de panneaux solaires pour 

faire fonctionner la roue à aubes est une possibilité. 

Alternativement, les microalgues peuvent être cultivées au sein de photobioréacteurs. Classés 

en fonction de leur géométrie, les plus communs sont les photobioréacteurs plats, les 

photobioréacteurs tubulaires et les photobioréacteurs colonnes (Figure 12) (Bitog et al., 2011).  

 

Figure 12. Photobioréacteur plat (a) et tubulaire (b) (Bitog et al., 2011) 

La combinaison d’un photobioréacteur optimisé pour la culture algale et le traitement des eaux 

usées a déjà été considérée. Un CHRA et un photobioréacteur tubulaire ont été comparés en 

termes de production de biomasse et de performances épuratoires (Zouhayr Arbib et al., 2013). 

Le photobioréacteur a obtenu les meilleurs abattements pour tous les paramètres de pollution 

et a produit plus de biomasse. Le CHRA a produit 8.3±1.4 gMES.m-2.j-1 contre 21.8±0.3 

gMES.m−2.j−1 pour le photobioréacteur. Ensuite, le CHRA a éliminé en moyenne 65.1±2.9% 

de l’azote total et 58.8±1.2% du phosphore total contre 89.7±3.1 et 86.7±0.6 pour le 

photobioréacteur. Toutefois, l’encrassement du photobioréacteur a entraîné l’arrêt du pilote, ce 

qui n’a pas été le cas du chenal. 

I.1.5. Conclusion 

Malgré une emprise foncière supérieure aux procédés conventionnels de type boues 

activées, les chenaux à haut rendement algal présentent un potentiel intéressant pour le 

traitement des eaux usées avec des performances de traitement satisfaisantes, une 

consommation énergétique très réduite ainsi qu’une facilité de construction et 

d’exploitation. 

 

  

b a 
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I.2. Le consortium microalgues-bactéries 

Précédemment, le chenal et son fonctionnement ont été expliqués à l’échelle du procédé. Dans 

cette partie, les mécanismes biologiques à l’œuvre sont détaillés en se focalisant sur les 

microorganismes présents et leurs interactions. 

La cellule représente le premier niveau d’organisation dans les tissus vivants. On distingue les 

organismes unicellulaires (composés d’une unique cellule) et pluricellulaires (constitués de 

deux ou plusieurs cellules), ces derniers étant plus complexes. La structure d’une cellule 

comprend la membrane, le cytoplasme et le noyau. On peut différencier les procaryotes qui ont 

un noyau rudimentaire et les eucaryotes qui possèdent un noyau bordé d’une membrane 

(Figure 13).  

 

Figure 13. Schéma d’une cellule eucaryote et procaryote (National Center for Biotechnology 

Information, 2005) 

Ces classifications permettent notamment de différencier les microalgues et les bactéries qui 

sont abordées dans les parties suivantes. Ainsi, les microalgues peuvent être unicellulaires ou 

pluricellulaires, et les bactéries sont toujours unicellulaires. Dans certains cas, des espèces se 

regroupent de manière provisoire ou permanente pour former des colonies. Les microalgues 

(microalgues vertes, rouges et brunes) sont eucaryotes alors que les bactéries sont procaryotes. 

I.2.1. Les bactéries 

I.2.1.1. Les métabolismes bactériens 

Le métabolisme désigne l’ensemble des réactions biochimiques qui ont lieu dans la cellule 

(Jurtshuk, 1996). Le métabolisme comprend l’anabolisme (synthèse des molécules) et le 

catabolisme (dégradation des molécules). 

Pour leur développement, les bactéries ont besoin de substrat (carbone), d’une source 

d’énergie, d’eau et de conditions favorables de température, de pH et d’O2. Selon les sources 

de substrat et d’énergie utilisées, on distingue différents métabolismes (Tableau 6). Lorsque 

l’énergie nécessaire est issue de la lumière comme lors de la photosynthèse, on parle de 

phototrophie. Quand l’organisme dégrade des composés chimiques pour produire de l’énergie, 

il est question de chimiotrophie. 

En parallèle, en fonction de la source de carbone utilisée, on distingue : 
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• Les espèces hétérotrophes, qui utilisent des substances organiques plus ou moins 

complexes comme source de carbone ; 

• Les autotrophes, qui trouvent leur source de carbone dans le carbone minéral (CO2, 

HCO3
-) ; 

• Les mixotrophes, qui sont capables de basculer entre une source de carbone minéral et 

organique. 

Source d’énergie Source de carbone 

Lumière Chimique Inorganique Organique 

Phototrophie Chimiotrophie Autotrophie Hétérotrophie 

Tableau 6. Métabolismes des bactéries 

Toutes les bactéries n’ont pas besoin d’oxygène, qui peut même être nocif pour certaines. On 

discerne alors plusieurs types respiratoires : 

• Bactéries aérobies strictes, dépendantes de l’O2 pour se développer. Dans cette 

catégorie, on trouve également des bactéries aérobies strictes anaérobies facultatives 

pouvant utiliser l’oxygène sous forme d’O2 ou sous forme de nitrates NO3- ; 

• Bactéries aéro-anaérobies, capables de se développer avec ou sans O2 ; 

• Bactéries anaérobies aérotolérantes, réalisant la fermentation anaérobie même en 

présence d’oxygène ; 

• Bactéries anaérobies strictes, tuées par l’oxygène. 

I.2.1.2. Le traitement aérobie des eaux usées par les bactéries 

Les différents types de bactéries impliquées au sein des procédés conventionnels aérobies des 

eaux usées sont présentés ci-dessous, en fonction du type de pollution (carbonée, azotée et 

phosphorée). 

I.2.1.2.1. Pollution carbonée 

Les bactéries hétérotrophes dégradent la pollution carbonée. Elles sont favorisées par des 

composés carbonés biodégradables (sucres, graisses, protéines) et la présence d’un accepteur 

terminal d’électrons : l’oxygène fourni par aération en milieu aérobie ou les nitrates en 

conditions anoxiques. La matière organique est convertie en dioxyde de carbone (CO2), en eau 

(H2O) et en nouvelles bactéries (les boues en excès) (voir aussi paragraphe I.1.2. Les pollutions 

carbonée, azotée et phosphorée). 

I.2.1.2.2. Pollution azotée 

Les mécanismes de transformations de l’azote sont nombreux et impliquent différents 

microorganismes (Figure 14). L’azote organique Norg est notamment présent dans l’urée et se 

retrouve dans les déjections humaines. Lors de l’ammonification, les bactéries 

« ammonifiantes » transforment ces composés en azote ammoniacal NH4
+, généralement suite 

à des réactions d’hydrolyse enzymatique. S’il n’est pas assimilé, l’azote ammoniacal est oxydé 

en deux étapes : en nitrites NO2
- puis nitrates NO3

- lors de la nitrification. Par dénitrification, 

en absence d’oxygène, les nitrates sont réduits en nitrite, puis en azote gazeux N2. Les réactions 
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entrant en jeu dans les filières classiques d’assainissement sont ainsi principalement la 

nitrification et la dénitrification. 

 

Figure 14. Les réactions de conversion de l’azote 

La nitrification 

La nitrification se réalise en présence d’oxygène et est constituée de 2 étapes : la nitritation 

(l’oxydation de l’ammonium en nitrites) et la nitratation (l’oxydation des nitrites en nitrates). 

Les bactéries qui participent à la nitrification sont autotrophes aérobies : elles utilisent le 

carbone minéral (dioxyde de carbone) comme source de carbone et ont l’oxydation de l’azote 

ammoniacal ou des nitrites pour seule source d’énergie (Kim et al., 2019). En effectuant un 

bilan global, la nitrification de 1 kg d’azote ammoniacal nécessite environ 4.2 kg d’oxygène 

dont 80% seront inclus au sein des nitrates formés. Elle s’accompagne d’une diminution de 

l’alcalinité (liée à la fois à la génération de protons lors des réactions et la consommation du 

carbone minéral) et produit 170 g de bactéries nitrifiantes (Canler, 2017). 

Lors de la nitritation, l’ammonium NH4
+ est oxydé en nitrite NO2

- selon l’équation suivante 

(Rittmann and McCarty, 2001) : 

NH4
++
3

2
O2 → NO2

-+2H++H2O 

Équation 2 

Lors de la nitratation, les nitrites NO2
- sont oxydés en nitrates NO3

- selon l’équation 

suivante (Rittmann and McCarty, 2001) : 

NO2
-+
1

2
O2 → NO3

- 

Équation 3 

La nitritation est réalisée par des bactéries nitritantes du type Nitrosomonas. Les bactéries 

nitratantes du type Nitrobacter sont principalement responsables de la nitratation. Si ces deux 

genres sont principalement cités pour la nitrification, le processus peut être réalisé par une 

grande variété de bactéries (Pambrun, 2005). La nitrification est sensible au pH avec une 
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gamme optimale entre 7.2 et 8 et diminue significativement pour un pH inférieur à 6.8. La 

réaction consomme de l’alcalinité (Degrémont, 2004). 

La dénitrification 

Les bactéries impliquées sont des hétérotrophes aérobies strictes anaérobies facultatives. Elles 

ont donc besoin de carbone organique. Ainsi, la dénitrification correspond à l’oxydation de la 

matière organique par les nitrates, qui seront donc réduits en N2. Les bactéries de type 

Halobacterium, Methanomonas et Pseudomonas sont capables de réaliser la dénitrification qui 

se déroule en plusieurs étapes : 

NO3
-→NO2

-→NO→N2O→N2 

Équation 4 

Comme de l’alcalinité est générée lors de la dénitrification, le pH aura tendance à augmenter. 

La fourchette de pH optimale se situe entre 7 et 8.2 (Degrémont, 2004). 

I.2.1.2.3. Pollution phosphorée 

Les microorganismes qui dégradent la pollution carbonée et azotée assimilent du phosphore au 

sein de leur structure cellulaire (membrane, ATP et ARN). Ainsi, le phosphore représente 

usuellement 1 à 2% de la matière volatile en suspension (MVS) de la biomasse générée 

(Comeau et al., 1986). La part de phosphore des eaux usées domestiques éliminée par cette 

voie représente un abattement d’environ 25% (Deronzier and Choubert, 2004).  

Les bactéries déphosphatantes, dites accumulatrices de phosphore, classées dans le genre 

Acinetobacter, sont des bactéries hétérotrophes aérobies strictes. Elles peuvent assimiler de 

grandes quantités d’orthophosphates quand elles sont remises en contact avec l’oxygène après 

une carence. Pour promouvoir une déphosphatation biologique, il s’agit dès lors de mettre en 

place sur la filière une alternance de phases aérobie et anaérobie, le plus souvent séparées en 

utilisant deux bassins différents. Cela entraîne pour ces bactéries un stress (phase anaérobie) 

qui conduit à une surassimilation de phosphore (aérobie) et une diminution de la concentration 

en phosphates dans l’eau. Le phosphore accumulé dans les cellules bactériennes peut enfin être 

extrait du système via la biomasse des boues en excès (Marcel and Pastor, 2012). Une boue 

activée déphosphatante peut atteindre une teneur en phosphore organique de 8 à 10% sur la 

base de la MVS de la biomasse (Deronzier and Choubert, 2004). Une épuration biologique du 

phosphore permet de traiter 3.5 à 4.5 mg de P pour 100 mg de DBO5 consommés en fonction 

des caractéristiques des eaux à traiter. Cette limite à 3.5% de la DBO5 assure par voie 

biologique 50 à 60% d’élimination du phosphore. Ainsi, cette voie peut être combinée à une 

précipitation par ajout de réactifs pour augmenter les performances (Vachon et al., 1992).  

I.2.2. Les microalgues  

I.2.2.1. Généralités  

Les algues sont les organismes les plus communs dans les environnements aquatiques, formant 

un groupe très large et divers (Kim and Chojnacka, 2015). Les macroalgues désignent des 

algues assez grosses pour être vues à l’œil nu. Certaines peuvent atteindre 50 mètres. Elles sont 
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classées en trois groupes principaux : les algues brunes (Phaeophyceae), les algues vertes 

(Chlorophyta) et les algues rouges (Rhodophyta).  

Les microalgues sont des organismes unicellulaires ou pluricellulaires microscopiques dont la 

taille varie d’un micromètre à quelques centaines de micromètres. Elles vivent 

individuellement ou en colonies plus ou moins structurées. On estime qu’il existe 72 500 

espèces de microalgues, « les noms de 44 000 d'entre elles ont probablement été publiés et 33 

248 noms ont été traités par AlgaeBase (juin 2012) » (Guiry, 2012). AlgaeBase est une base de 

données globale sur les algues fournissant des informations taxonomiques, nomenclaturales et 

distributionnelles (Guiry and Guiry, 2023). En fonction de leurs pigments, de leur cycle de vie 

et de leur structure, quatre catégories principales (en termes d’abondance) émergent : les 

diatomées (bacillariophycées), les algues vertes (chlorophycées), les algues bleues 

(cyanophycées ou cyanobactéries) et les algues dorées (chrysophycées) (Sheehan et al., 1998). 

Les microalgues sont composées d’environ 50% de carbone, 7-10% d’azote et 1% de 

phosphore en matière sèche (Richmond and Hu, 2013). 

 

Figure 15. Microalgues unicellulaires (Savitsky, 2019) Ligne 1: Caloneis amphisbaena; 

Coelastrum sp.; Cymatopleura sp.; Chlorella sp.; Ligne 2: Cosmarium formosulum; 

Pediastrum duplex; Gyrosigma; Scenedesmus dimorphus. Ligne 3: Cymbella sp.; 

Scenedesmus sp.; Сharacium sp.; Surirella sp. Ligne 4: Diatoma vulgare; Pediastrum 

boryanum; Trebouxia sp.; Nitzschia sigmoides 

D’une grande diversité de taille, de forme, de texture et de couleurs (Figure 15), les 

caractéristiques des microalgues sont couramment employées pour les identifier (Coltelli et al., 

2013). Pour s’adapter à leur environnement, certaines espèces modifient leur morphologie 

comme Scenedesmus : le phénomène est appelé polymorphisme (Giraldo-Zuluaga et al., 2018). 

Sans écarter le polymorphisme, l'observation au microscope permet une première 

identification. 
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I.2.2.2. Métabolisme : photosynthèse et assimilation 

Parmi les métabolismes décrits précédemment (paragraphe I.2.1.1. Les métabolismes 

bactériens), les microalgues sont classifiées comme photoautotrophes : la source d’énergie est 

la lumière, celle de carbone le carbone minéral. 

La photosynthèse comprend deux phases, la phase claire et la phase sombre (Figure 16). En 

phase claire, l’énergie de la lumière captée par la chlorophylle est convertie en énergie 

chimique, donnant l’ATP (adénosine-triphosphate), riche en énergie et le NADPH2 

(nicotinamide adénine dinucléotide phosphate), un réducteur biochimique. Durant la phase 

sombre ou cycle de Calvin qui se déroule dans le stroma du chloroplaste, le CO2 est réduit en 

utilisant l’ATP et le NADPH2 pour synthétiser des glucides (Masojídek et al., 2013). Le 

processus est résumé selon l’équation-bilan ci-dessous : 

6CO2 + 6H2O 
lumière
→     C6H12O6 + 6O2   

Équation 5 

 

Figure 16. Schéma de la phase claire et de la phase sombre dans le chloroplaste 

La photosynthèse et la respiration constituent des mécanismes complémentaires (Figure 17). 

Sous la lumière du soleil, les microalgues effectuent la photosynthèse, consommant du CO2 

dissous et libérant de l'O2. L'élimination du CO2 et de ses formes dissoutes entraîne une 

augmentation du pH pendant la journée. La respiration a lieu la nuit. Les microalgues captent 

alors l'oxygène dissous et libèrent du CO2, entraînant une diminution du pH. 
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Figure 17. Schéma des mécanismes de photosynthèse et de respiration 

Chez les microalgues, l'azote organique, dérivé des formes minérales (nitrite, nitrate, 

ammonium) ou organiques, se trouve dans les peptides, les protéines, l’ADN... La conversion 

de l'azote inorganique en azote organique se fait par assimilation en deux étapes : initialement, 

l’ion nitrate NO3
- est transporté dans la cellule où l'enzyme nitrate réductase réduit le nitrate en 

nitrite. Puis, le nitrite est transporté dans le chloroplaste pour être réduit en ammonium par 

l'enzyme nitrite réductase. L'ammonium est ensuite incorporé sous forme organique comme 

glutamate (Sanz-Luque et al., 2015). 

I.2.2.3. La structure des chloroplastes 

Le siège de la photosynthèse se situe dans les membranes des thylakoïdes qui se trouvent dans 

les chloroplastes chez les cellules eucaryotes. Les cyanobactéries, étant procaryotes, n’ont pas 

de chloroplastes. La cyanobactérie elle-même se comporte comme un thylakoïde. 

Un chloroplaste (  

Figure 18) est constitué d’une enveloppe isolant le stroma. Dans le stroma, on trouve de l'ADN, 

des ribosomes pour synthétiser les protéines, des gouttelettes lipidiques, parfois des grains 

d'amidon et les thylakoïdes. Les thylakoïdes forment un ensemble de “sacs” aplatis. La 

chlorophylle est localisée dans la membrane des thylakoïdes. Elle est combinée à des protéines 

au sein des photosystèmes PSI et PSII qui sont organisés autour d’un noyau réactionnel avec 

des antennes collectrices de lumière.  

La chlorophylle est un pigment vert avec un atome central de magnésium et une chaîne latérale 

hydrophobe. Il en existe plusieurs types : la chlorophylle a, b, c et d. Les microalgues 

contiennent en majorité de la chlorophylle a et, seules les microalgues vertes contiennent de la 

chlorophylle b (Carmo da Silva and Lombardi, 2020). En raison de leur structure différente 

(Figure 19), les chlorophylles a et b ont des spectres d’absorption différents : la chlorophylle 

a absorbe la lumière pour des longueurs d’onde entre 435 et 676 nm, et la chlorophylle b 

absorbe autour de 475-650 nm. Elles apparaissent vertes à l’œil humain, car elles n’absorbent 

pas la lumière verte (Lee et al., 2013). La chlorophylle peut être extraite de la biomasse algale 

dans des quantités de 0.5% à 1.5% (masse sèche) (Silva et al., 2020). 
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Figure 18. Schéma d’un chloroplaste (Ma, 2013) 

   

Figure 19. Structure de la chlorophylle a et b (Richfield, 2007) 

I.2.3. Les interactions microalgues-bactéries 

En traitement des eaux usées, il est difficile de maintenir la pureté d’une culture de microalgues. 

Ainsi, des consortiums naturels ou artificiels de microalgues ou de microalgues et bactéries 

sont fréquemment mis en œuvre dans ce contexte (Gonçalves et al., 2017). En microbiologie, 

un consortium désigne des groupes co-existants de deux ou plusieurs espèces microbiennes 

(VerBerkmoes et al., 2009). Inspiré par les interactions entre les communautés microbiennes, 

le terme de consortium a été repris pour conceptualiser les interactions entre les microalgues et 

les bactéries dans les CHRA. L’association de microorganismes avec des métabolismes 

a b 
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différents et provenant de divers environnements permet de développer un système robuste qui 

résiste à différentes conditions environnementales et charges nutritives (Gonçalves et al., 

2017).  

Au sein d’un consortium microalgues-bactéries, par photosynthèse via la lumière du soleil, les 

microalgues convertissent le dioxyde de carbone (CO2) et les nutriments présents (azote, 

phosphore) en biomasse et en dioxygène (O2). En parallèle, les bactéries utilisent l'oxygène 

libéré par les algues pour leur métabolisme conduisant à la dégradation des composés 

organiques et à l'oxydation de l'azote ammoniacal, tout en produisant les nitrates et le CO2 

nécessaires aux algues. C’est le concept dit de “respiration photosynthétique” (Figure 20). 

 

Figure 20. Interactions microalgues-bactéries en traitement des eaux usées 

Les interactions microalgues-bactéries ne se limitent pas à un échange CO2-O2. Les 

microorganismes interagissent directement ou indirectement via des mécanismes allant du 

commensalisme au mutualisme, au parasitisme ou à l’antagonisme (Unnithan et al., 2014). 

Ainsi, la culture de trois souches bactériennes Pseudomonas, Xanthomonas et Flavobacterium 

avec des microalgues a montré que certaines étaient stimulées, d’autres inhibées ou non 

affectées par la présence des bactéries (Delucca and McCracken, 1977).  

Le mutualisme est une relation dans laquelle deux ou plusieurs partenaires de différentes 

espèces bénéficient les uns des autres. La vitamine B12 fournie par une cyanobactérie à 

Chlorella sp. en échange d’acides aminés et de vitamines (Kong et al., 2022) est un exemple 

de mutualisme. Le commensalisme est une interaction qui ne bénéficie qu’à un partenaire. « Il 

y a une ligne très faible qui sépare le mutualisme et le commensalisme, et même le parasitisme, 

et les facteurs environnementaux peuvent déplacer une interaction d'un type à un autre (Fuentes 

et al., 2016) ». Chlamydomonas reinhardtii et la bactérie hétérotrophe Mesorhizobium loti ont 

des interactions qui illustrent le commensalisme. C. reinhardtii utilise la vitamine B12 produite 

par M. loti, mais la bactérie n’utilise pas le carbone organique libéré par la microalgue 

(Kazamia et al., 2012). Le parasitisme est une relation où une espèce parasite tire profit d’un 

hôte. Certaines bactéries parasitent les microalgues (M.-J. Kim et al., 2008), et inversement. 

10% des espèces d’algues rouges connues sont parasites (Hancock et al., 2010). Lorsque les 

bactéries parasitent des microalgues, la cellule est lysée et la bactérie se sert des composés 

intracellulaires de l’algue comme substrats. 
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I.2.4. Conclusion 

L’association de microalgues et de bactéries au sein des CHRA peut permettre de mettre 

en jeu les différents métabolismes/réactions d’intérêt pour le traitement des eaux : 

consommation de matière organique par les bactéries hétérotrophes, assimilation du CO2 

par les microalgues, nitrification et dénitrification bactériennes, assimilation des 

nutriments. Ces réactions mettent en jeu des flux d’oxygène et mobilisent des protons 

ainsi que la production ou consommation d’alcalinité : cela doit permettre d’analyser la 

dynamique du consortium via le suivi de l’O2 dissous et du pH. Ces interactions entre les 

microalgues et les bactéries expliquent la consommation énergétique réduite des CHRA, 

à travers la respiration photosynthétique. En revanche, les autres types d’interactions 

éventuelles ont été moins étudiées. 
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I.3. Les facteurs influençant le consortium microalgues-bactéries 

Les parties précédentes ont mis en évidence le potentiel des CHRA pour le traitement des eaux 

usées. Ce dernier repose essentiellement sur les interactions entre microalgues et bactéries. 

Ainsi, les facteurs influençant ces deux types de biomasses sont à comprendre, voire à maîtriser 

pour tendre vers une optimisation du procédé. Cette partie présente les différents paramètres 

(conditions opératoires, composition de l’eau usée, facteurs environnementaux) susceptibles 

d’influencer les microalgues et les bactéries en termes de performances du traitement des eaux 

usées et en termes de valorisation de la biomasse produite (productivité, composition). 

I.3.1. Les besoins nutritionnels 

Cette partie aborde les espèces chimiques essentielles au développement du consortium : le 

carbone, l’azote, le phosphore, l’oxygène et les micronutriments. Les grandes classifications 

sont résumées dans le Tableau 7 ci-dessous : 

Organique 
Inorganique ou 

minéral 
Dissous 

Particulaire ou 

colloïdal 

Contient un 

atome de 

carbone 

Ne contient pas d’atome 

de carbone (exception : 

CO, CO2) 

Fraction qui 

passe un filtre de 

0,45 μm 

Fraction retenue 

sur un filtre de 

0,45 μm 

Tableau 7. Classification générale des espèces chimiques 

Le CHRA constitue un traitement biologique qui peut être positionné (voir aussi paragraphe 

I.1. Place du CHRA en traitement des eaux usées) : 

• Directement en aval des prétraitements (dégrillage, déshuilage, dessablage) ; 

• En aval d’un bassin de décantation primaire ; 

• En aval d’un procédé biologique à boues activées. 

En fonction, les charges en polluants/nutriments seront donc plus ou moins sujettes à des 

variations temporelles et à des à-coups de charge qui surviennent lors d’un incident sur le 

réseau d’assainissement après un épisode pluvieux ou encore lorsque la population raccordée 

varie brutalement (zones touristiques) (Deronzier et al., 2001). 

La concentration en nutriments de l’eau usée est un élément clé car elle permet de soutenir la 

production de biomasse et/ou d'agir comme facteur limitant pour contrôler la composition de 

la biomasse générée : avec la carence ou l’absence d’un nutriment, les microorganismes sont 

susceptibles de modifier leur métabolisme. Chez les microalgues, cela peut se traduire par un 

changement de composition biochimique lié à l’accumulation de glucides ou de lipides 

(Markou et al., 2012). Ainsi, pour orienter la production de lipides ou de glucides, limiter un 

nutriment est une technique abordable et facile à appliquer au sein d’une culture en conditions 

contrôlées. Elle est cependant complexe à mettre en œuvre avec des eaux usées réelles dont la 

composition varie. Il est donc essentiel d'étudier les quantités minimales d'un nutriment à 

fournir dans les cultures (Markou et al., 2012). 



Partie I :  Bibliographie 

39 

I.3.1.1. Le carbone 

I.3.1.1.1. Généralités 

En fonction du pH, le carbone minéral dissous se retrouve sous différentes formes : CO2, 

H2CO3, HCO3- ou CO3
2- (Figure 21). Le CO2 dissous se combine avec H2O pour former de 

l'acide carbonique H2CO3. Le H2CO3 se décompose en bicarbonate HCO3- et en ions hydrogène 

H+ avec pKa=6.34 à 25°C. HCO3- peut se dissocier en ions carbonate CO3
2- et en ions 

hydrogène H+ avec pKa=10.33 à 25°C. L’équilibre entre les formes ioniques du carbone 

inorganique est appelé l’équilibre des carbonates qui est donc influencé par le pH. 

 

Figure 21. Répartition du carbone inorganique (CO2, HCO3- et CO3
2-) en fonction du pH 

Les équilibres acide-base des formes minérales dissoutes du carbone peuvent ainsi être 

résumés : 

CO2,gazeux ⇌  CO2,,dissous + H2O ⇌  H2CO3 ⇌  H
++HCO3

- ⇌  CO3
2- + 2H+  

Équation 6 

La somme des espèces de carbone minéral dissous est représentée par CT, le carbone 

inorganique total : 

CT = [CO2] + [H2CO3] + [HCO3
-] + [CO3

2-] 

Équation 7 

Le carbone organique désigne l’ensemble des espèces carbonées (c.à.d. contenant un atome de 

carbone) autres que le carbone inorganique. Le carbone organique total (COT) est la somme 

des quantités de carbone contenu dans ces molécules. Il inclut le carbone organique dissous et 

le carbone organique particulaire.  

En traitement des eaux usées, la DCO (Demande Chimique en Oxygène) est utilisée pour 

estimer la matière organique contenue dans un échantillon. Celle-ci est un mélange hétérogène 

de composés organiques biodégradables et réfractaires avec des structures variées. Ainsi, la 

DCO correspond à une mesure de la quantité d’oxygène nécessaire pour oxyder la matière 

organique dans un effluent. Elle comprend également une part dissoute et une part particulaire. 
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En complément, la DBO5 (Demande Biochimique en Oxygène à cinq jours) représente la 

quantité d’oxygène nécessaire pour oxyder, à l’aide de microorganismes, la matière organique 

en cinq jours dans un effluent. Elle correspond schématiquement à la part biodégradable de la 

DCO. 

I.3.1.1.2. Besoins en carbone d’un CHRA 

Pour rappel, les mécanismes de transformation du carbone à l’œuvre dans un consortium 

microalgues-bactéries sont l’oxydation bactérienne hétérotrophe pour le carbone organique 

(voir I.2.1.2. Le traitement aérobie des eaux usées par les bactéries) et la photosynthèse des 

microalgues pour le carbone inorganique (voir I.2.2.2. Métabolisme : photosynthèse et 

assimilation). 

En général, les quantités suffisantes de DCO pour le métabolisme bactérien sont fournies au 

CHRA par les eaux usées. Selon le climat, il est recommandé qu’un chenal traite une charge 

organique entrante de 100–150 kg DBO5.ha-1.j-1 (Craggs et al., 2011). 

En revanche, la productivité des microalgues et l’élimination des nutriments sont en grande 

partie limitées par le carbone minéral dissous (CT), notamment lors du pic de photosynthèse 

(Sutherland et al., 2021). Cette limitation par le CT est mise en évidence par un pH élevé la 

journée, comme les microalgues assimilent le carbone inorganique dissous, provoquant un 

déplacement de l’équilibre du système carbonate (Craggs et al., 2012). Dans la mesure où les 

eaux usées ont en général un rapport C/N plus faible (7/1) que la biomasse algale (15/1) (Park 

and Craggs, 2010), elles ne fournissent pas suffisamment de carbone pour l’élimination de 

l’azote (et du phosphore) par assimilation dans la biomasse algale (R Craggs et al., 2014). Le 

carbone peut alors être supplémenté par injection de CO2. Le pH peut ainsi être maintenu dans 

une gamme idéale (7.5-8.5) pour les microalgues et les bactéries (R Craggs et al., 2014). 

L’étude basée sur un modèle numérique de (Casagli et al., 2021a) montre qu’une trop grande 

limitation en carbone minéral (alcalinité) était favorable à des émissions accrues de protoxyde 

d’azote (N2O), ce qui est susceptible de poser un problème environnemental majeur, vu le 

caractère très puissant de ce gaz à effet de serre. 

Les microalgues absorbent préférentiellement le CO2 par diffusion passive, tandis que 

l’assimilation du bicarbonate HCO3
- repose sur un transport actif. Dans la gamme de pH de 7 

à 9 usuellement rencontrée dans les eaux usées, l’espèce majoritaire du carbone inorganique 

est HCO3
- . Bien que le CO2 soit préféré par les microalgues, le bicarbonate peut être transformé 

en CO2 pour une absorption ultérieure. À un pH plus élevé, les ions carbonate constituent une 

forme non disponible pour l’absorption par les algues (Pedersen et al., 2013).  

I.3.1.1.3. Impact d’un apport en dioxyde de carbone 

En partant du postulat que dans un CHRA, les eaux usées fournissent la matière organique en 

quantités suffisantes pour les bactéries et que la limitation provient du carbone minéral dissous 

pour les microalgues, plusieurs chercheurs ont pris le parti d’injecter directement du dioxyde 

de carbone dans une culture de microalgues et de bactéries. De cette manière, les émissions 

gazeuses riches en CO2 de certains procédés peuvent être valorisées, dans une logique 

d’économie circulaire. Ainsi, les études citées ci-dessous se concentrent sur les effets d’un 
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apport de carbone minéral dissous (via le CO2) dans une culture de microalgues ou de 

microalgues-bactéries sur deux aspects : 

• les performances de traitement en évaluant l’abattement des pollutions carbonées, 

azotées et phosphorées ; 

• le consortium microalgues-bactéries en évaluant la production de biomasse. 

Globalement, l’injection de dioxyde de carbone impacte les processus physico-chimiques 

d’élimination de l’azote (volatilisation) et du phosphore (précipitation), qui ont lieu en parallèle 

des mécanismes biologiques (la photosynthèse et l’oxydation) liés aux microalgues et aux 

bactéries. 

En effet, l’ajout de CO2 entraîne une diminution du pH, modifiant ainsi la spéciation des formes 

de l’azote et du phosphore (voir paragraphes suivants I.3.1.2. L’azote et I.3.1.3. Le phosphore). 

Par exemple, lors de l’étude menée par (Heubeck et al., 2007), du dioxyde de carbone a été 

injecté dans des cultures batch de microalgues-bactéries en intérieur et extérieur. Avec un 

apport en CO2 (c.à.d. pH<8), NH4-N a été éliminé en 6 j. Dans le réacteur témoin sans CO2 

(c.à.d. pH>9 à J2, et pH>10.5 à J4), l’élimination de NH4-N a pris en 4 j. L’azote a été en partie 

éliminé par volatilisation. Par ailleurs, au 4ème jour, le phosphore dissous a avoisiné 1 mg.L-1 

dans le témoin contre 2 mg.L-1 dans le réacteur avec CO2. Il est suggéré qu’une partie du 

phosphore a été précipité en phosphates, un processus qui se produit à pH élevé comme dans 

le témoin. L’hypothèse d’une assimilation plus importante des nutriments par la biomasse dans 

le témoin a été écartée, car la mesure de biomasse (quantifiée via les MES) a été inférieure.  

Dans l’étude de (Mehrabadi et al., 2017), des cultures semi-batch en extérieur (eaux usées) ont 

été aérées avec des mélanges air et 0% (témoin), 0.5, 2, 5 et 10% CO2. Avec 0.5% CO2, le pH 

a varié entre 6.8 et 7.9. Dans le témoin, avec 0% CO2, le pH a varié entre 8.1 et 10.1. De façon 

similaire à (Heubeck et al., 2007), l’abattement de NH4-N a été plus important dans le réacteur 

témoin, car la volatilisation ammoniacale se produit à des pH>9 (Mehrabadi et al., 2017). De 

telles valeurs de pH n’ont pas été atteintes avec le CO2, car le pH a été maintenu sous 7.9.  

Concernant le devenir des composés organiques, il a été suggéré qu’un pH élevé n’impactait 

pas la dégradation de la MO par les bactéries (Pipes, 1962). Ainsi, dans trois systèmes avec 

injection de CO2 pur pour des pH 7, 8 et 9, la DCO a été éliminée à hauteur de 88±1%, 88±0%, 

81±1%, et la réduction du COT a atteint 71±0%, 73±0% et 68±0%. Les abattements similaires 

des deux paramètres à différents pH ont indiqué que l’apport de CO2 n’a pas influencé 

l’oxydation de la matière organique (Posadas et al., 2015). De la même façon, (Heubeck et al., 

2007) ont conclu que l’ajout de CO2 n’a pas influencé l’abattement de la DBO5 (filtrée). 

Si le CO2 a des conséquences sur le procédé avec la modification du pH, plusieurs travaux ont 

aussi conclu que l’ajout de CO2, supposé limitant autrement, a bien amélioré la productivité 

des consortiums microalgues-bactéries cultivés en eaux usées. Par exemple, (Mehrabadi et al., 

2017) ont établi une corrélation entre le taux de CO2 et la productivité de la culture en été à 

température favorable. Aérer avec 10% CO2 a augmenté la concentration de la biomasse 

(+54%) et sa teneur en Chl-a (+23%) comparé à la biomasse produite dans le témoin sans CO2. 

Dans une étude de (Sutherland et al., 2015a), le pH de deux cultures a été régulé à 6.5, 7, 7.5 
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et 8 par ajout de CO2. La production de biomasse a effectivement augmenté avec dans le 

meilleur cas une hausse de 82% des MVS et de 96% de la teneur en Chl-a à pH 6.5 comparé 

au contrôle. L’effet du CO2 a également été examiné à pH 8 et 9 pour des cultures batch en 

extérieur (Uggetti et al., 2018). Après 6 jours, les concentrations en biomasse des cultures avec 

CO2 ont atteint 1.107 et 1.2.107 cellules.mL-1, soit des résultats supérieurs de 66 à 100% aux 

témoins. Cependant, des tendances plus complexes à interpréter ont été rapportées pour une 

expérience similaire menée en alimentation continue. Les oscillations des concentrations de la 

biomasse ont alors été attribuées à la variabilité des eaux usées urbaines en entrée. 

Divers travaux ont recensé les effets du CO2 sur la composition biochimique d’une culture pure 

de microalgues, mais aucun consensus n’a été établi pour les consortiums microalgues-

bactéries. De plus, les conditions opératoires varient d’une étude à l’autre, et d’autres facteurs 

limitants pouvant intervenir ne sont pas considérés. Dans le travail de (Mehrabadi et al., 2017) 

cité plus haut, des cultures semi-batch en extérieur (eaux usées) ont été aérées avec des 

mélanges air et 0 (témoin), 0.5, 2, 5 et 10% CO2. Ainsi, l’augmentation de la dose de 0.5 à 10% 

de CO2 a eu un effet minime sur la composition de la biomasse avec un passage de 50.4±5.9% 

à 48.9±4.8% pour les protéines, de 18.6±1.7% à 19.5±2.8% pour les glucides et de 20.5±3.5% 

à 18.1±2.4% pour les lipides. Récemment, l’injection de gaz de combustion a été testée dans 

des CHRA traitant des eaux usées en extérieur (Lage and Gentili, 2023). Toutefois, l’absence 

de témoin sans CO2 et de conditions contrôlées n’ont pas permis de conclusion sur l’impact 

réel sur un consortium. 

Un apport en CO2 permet de dépasser la limitation en carbone minéral dissous dans les 

cultures de microalgues et de bactéries. Si le consortium n’est pas contraint par d’autres 

facteurs limitants, une supplémentation en CO2 peut favoriser la croissance des 

microalgues sans influencer les bactéries responsables de la dégradation de la matière 

organique mesurée par DCO ou DBO5. L’impact d’un apport en CO2 (ou carbone 

inorganique dissous) sur la réduction des nutriments (N et P) dans un CHRA va dépendre 

des principaux mécanismes impliqués : l’assimilation par le consortium, les processus 

biologiques ou les processus physico-chimiques régis par le pH comme la volatilisation 

ammoniacale ou la précipitation du phosphore. Il y a un manque de données consistantes 

sur l’effet du carbone inorganique sur la composition biochimique (lipides, glucides et 

protéines) de la biomasse produite.   

I.3.1.2. L’azote 

I.3.1.2.1. Généralités et les formes de l’azote 

L‘azote constitue un des éléments chimiques essentiels du tissu vivant, avec l’hydrogène, 

l’oxygène, le carbone et le phosphore. Il se retrouve en diazote (N2) qui représente 78% de 

notre atmosphère et 99% de l’azote à l’échelle du globe, en passant par des formes qui peuvent 

être oxydées (NOx, N2O, NO3
-) ou réduites (NH3, NH4

+) et d’autres formes organiques comme 

l’urée (CO(NH2)2) (Peyraud et al., 2012). 

Dans les eaux usées urbaines, l’azote organique et ammoniacal sont majoritaires. L'ammonium 

NH4
+ est la source d’azote préférentielle des microalgues en raison de son état réduit et de son 

assimilation énergétiquement favorable (Sanz-Luque et al., 2015). Il n’y a pas de technique 



Partie I :  Bibliographie 

43 

pour mesurer séparément les formes NH3/NH4
+. La répartition entre les deux est dépendante 

du pH (Figure 22) dans la mesure où ces deux composés forment un couple acide/base dont la 

constante d’acidité (pKa) est de 9.25 à 25°C. 

 

Figure 22. Répartition de l’ammoniac NH3 et de l’ammonium NH4+ en fonction du pH 

Abondante dans les excrétas humains (urine), l’urée forme après hydrolyse de l’ammoniac NH3 

(Figure 23), qui est assimilable par les microalgues. Toutefois, il peut être toxique à certaines 

concentrations qui dépendent des espèces. (Gutierrez et al., 2016) ont montré que Neochloris 

oleoabundans and Dunaliella tertiolecta sont inhibées à partir de 2.3 et 3.3 mgNH3.L
-1 tandis 

que Chlorella sorokiniana et Nannochloropsis oculata ont toléré jusqu’à 16 mgNH3.L
-1. 

 

Figure 23. Hydrolyse de l’urée (ammonification) 

Au sein du CHRA, les mécanismes de transformation de l’azote sont :  

• La nitrification (voir I.2.1.2. Le traitement aérobie des eaux usées par les bactéries) : 

l’oxydation de l’ammonium NH4
+ en nitrites NO2

- et nitrates NO3
- par les bactéries 

autotrophes ; 

• L’assimilation par la biomasse (microalgues ou bactéries hétérotrophes) (cf. I.2.2.2. 

Métabolisme : photosynthèse et assimilation) ; 

• La volatilisation sous forme d’ammoniac à pH élevé et avec une forte aération (Casagli 

et al., 2021a). 

Le bilan en azote d’un chenal mettant en jeu un consortium microalgues-bactéries est variable 

selon les conditions de culture et les dynamiques saisonnières. À l’état stationnaire et sur 4 



I.3.  Les facteurs influençant le consortium microalgues-bactéries 

44 

années de données, le bilan a attribué 43.5% de l’élimination de l’azote à une assimilation par 

la biomasse (Hafiane et al., 2003). Plus récemment, (Casagli et al., 2021a) ont investigué à 

l’aide d’un modèle numérique les flux d’azote émis par un CHRA pilote alimenté en digestat 

agricole : ils ont mis en évidence l’importance de la nitrification (56% de conversion de l’azote 

en moyenne annuelle) mais aussi l’occurrence significative de la volatilisation en printemps/été 

(qui exerce un impact environnemental non négligeable). 

I.3.1.2.2. L’impact de la charge en azote 

La croissance des bactéries nitrifiantes est liée à la dose d’azote reçue. La vitesse de croissance 

s’adapte donc plus ou moins rapidement à la charge d’azote à traiter (Deronzier et al., 2001). 

Des quantités élevées d’azote ammoniacal (>100-150 mgNH4-N.L-1) inhibent la nitrification 

et plus particulièrement la nitratation, les bactéries assurant l’étape de nitratation étant les plus 

sensibles aux variations des facteurs. Toutefois, de telles concentrations sont peu plausibles 

dans le traitement des effluents domestiques visant l’élimination de l’azote (Deronzier et al., 

2001).  

Chez les microalgues, limiter l’apport en azote a été la méthode la plus employée pour modifier 

la composition biochimique, car l’azote est principalement utilisé pour synthétiser les 

protéines. Quand l’azote devient limitant, la croissance des cellules est ralentie et l’assimilation 

du carbone via la photosynthèse continue, résultant en une accumulation accrue de glucides ou 

de lipides (Beuckels et al., 2015; Whitton et al., 2016). Ainsi, lors de la culture de Tetraselmis 

suecica F&M-M33, avec et sans carence en azote, la proportion est passée de 40.2% à 18.3% 

pour les protéines, de 10.2% à 36.8% pour les glucides et de 28.5% à 22.4% pour les lipides. 

Une carence en azote a donc réduit la part de protéines, a favorisé l’accumulation des glucides 

et a peu influencé les lipides (Niccolai et al., 2019). Cependant, (Beuckels et al., 2015) ont 

observé qu’avec des concentrations en azote plus faibles, la teneur en lipides est passée de 12 

à 32-36% chez Chlorella et de 10 à 25-31% chez Scenedesmus. 

La productivité de la biomasse est également fortement impactée par la carence en azote 

comme l’ont montré diverses études : au bout de 10 jours, une carence a fait chuter la 

concentration d’espèces marines : M. reisseri SIT04 de 1.29 à 0.4 g.L-1 et de S. obliquus SIT06 

de 1.83 à 0.6 g.L-1 (Srinuanpan et al., 2018) La croissance de Scenedesmus sp. CCNM 1077, 

une espèce d’eau douce, a été divisée par deux en enlevant la source de nitrate du milieu de 

culture (Pancha et al., 2014). De même, quand la dose de KNO3 est réduite de 5 à 0.2 mM, la 

concentration de Chlorella vulgaris est passée de 1.2 g.L-1 à 0.4 g.L-1 dans l’étude de (Lv et 

al., 2010).  

De ce fait, l’influence de l’azote comme facteur limitant apparaît propre à chaque souche, 

indépendamment des conditions de l’expérience. L’étude citée après permet de mieux 

appréhender cette notion, car les cultures sont réalisées dans les mêmes conditions. Ainsi, des 

espèces d’eau douce et marines cultivées en absence de KNO3 ont eu des réponses différentes 

(Breuer et al., 2012). 5 espèces ont eu une production de biomasse très inférieure et une 

production de TAG (lipides) très supérieure sans KNO3 comparée à la culture avec KNO3. 

Chez Dunaliella tertiolecta et Porphyridium cruentum, la production de biomasse a été 

inférieure, mais la synthèse des TAG n’a pas varié. Chez Isochrysis galbana et Nannochloris 
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sp., la production de biomasse a stagné, et la production des TAG a augmenté les 6 premiers 

jours avant de chuter (Breuer et al., 2012). 

La charge en azote est susceptible de modifier la productivité de la culture ainsi que la 

composition de la biomasse produite. En culture pure de microalgues, les réponses de 

différentes souches à une carence en azote diffèrent. Dans le cas d’un consortium 

microalgues-bactéries traitant des eaux usées, cet aspect a été peu documenté. 

Au-delà de la production et de la composition de la biomasse produite, l’efficacité en 

termes de traitement de l’azote des eaux usées et les potentielles émissions dans 

l’environnement (NH3, N2O) sont à prendre en compte pour analyser le système, 

notamment en considérant la dynamique entre les bactéries nitrifiantes et les 

microalgues. 

I.3.1.3. Le phosphore 

Dans les eaux résiduaires, le phosphore se trouve sous forme minérale (orthophosphates, 

polyphosphates) ou organique (phospholipides, esters…). Les ions orthophosphates (PO4
3-) 

représentent 60 à 85% du phosphore total avec une quantité d’autant plus importante que le 

temps de séjour dans le réseau de collecte est long (Deronzier and Choubert, 2004).  

Dans un CHRA, les processus de transformation du phosphore sont :  

• L’assimilation par la biomasse (microalgues ou bactéries hétérotrophes) (voir I.2.1.2. 

Le traitement aérobie des eaux usées par les bactéries) ; 

• La précipitation naturelle des phosphates au contact d’ions calcium, magnésium ou 

ferriques présents dans les eaux usées sous forme de complexes hydroxo-métalliques 

(Deronzier and Choubert, 2004). Les précipités les plus communs sont les phosphates 

de calcium (le dihydrogéno-phosphate de calcium à 6<pH<7 ou le phosphate tricalcique 

Ca3(PO4)2 pour 9<pH<12), de magnésium (pour pH>10, le phosphate de calcium 

coprécipite avec la magnésie) ou ferrique (pH=5.5) (Degrémont, 2004). 

Dans un chenal en fonctionnement stationnaire avec des données sur 4 ans, (Hafiane et al., 

2003) ont ainsi attribué 54% de l’élimination du phosphore dissous à l’assimilation par la 

biomasse et 46% à la précipitation sous forme de sels de phosphate. 

Le phosphore minéral (PO4
3−, HPO4

2− et H2PO4
−) (Figure 24) est la forme préférée par les 

microalgues (Su, 2021). Il est incorporé dans les acides nucléiques (ARN et ADN), l’ATP et 

les phospholipides pour les membranes. En excès, il peut être stocké sous forme de 

polyphosphates par les microalgues (Shebanova et al., 2017). Cette capacité à assimiler plus 

de phosphore que nécessaire, aussi présente chez certaines bactéries (voir I.2.1.2.3. ), est 

appelée suraccumulation.  

Dans la nature, les orthophosphates sont considérés comme un facteur limitant à la croissance 

algale car, ils se lient facilement avec d’autres ions comme le fer ou les carbonates et précipitent 

(Pham, 2018). Face à une limitation de la source de phosphore (K2HPO4), la production de 

Chorella vulgaris a diminué de 20% (Beuckels et al., 2015). De la même façon, l’absence de 
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K2HPO4 a fortement ralenti la croissance de S. obliquus comparé aux cultures où le réactif a 

été supplémenté (Hamouda and Abou-El-Souod, 2018). D’autre part, la composition 

biochimique des microalgues est influencée par la charge en phosphore. Cinq doses de K2HPO4 

(0.5/1/2.5/5/7.5 mgP.L-1) ont été testées sur Chlorella sp. par (Liang et al., 2013). La croissance 

de Chlorella sp. s’est améliorée jusqu’à 1 mgP.L-1, puis a baissé à des teneurs plus élevées. La 

teneur et la productivité en lipides ont augmenté de 0.5 mgP.L-1 à 1 mgP.L-1. Avec plus de 1 

mgP.L-1, le contenu et la productivité en lipides ont été réduits. La répartition des lipides 

(lipides neutres, glycolipides et phospholipides) a changé avec la concentration du phosphore. 

Lorsque la dose de K2HPO4 est passée de 0.5 à 7.5 mgP.L-1, la part de glycolipides est passée 

de 9.5% à 4%, les lipides neutres de 11.5% à 6.5% et les phospholipides de 2% à 3.4%. 

 

Figure 24. Répartition du phosphore inorganique en fonction du pH 

I.3.1.4. Le ratio C:N:P 

La biodégradabilité des eaux usées par voie biologique s’estime via le rapport DCO/DBO5. Ce 

dernier renseigne sur la fraction de MO qui peut être facilement biodégradée par les 

microorganismes parmi les matières organiques totales présentes dans les effluents. Plus le 

rapport est faible, plus les eaux usées sont facilement biodégradables, et inversement.  

Pour autant, un effluent facilement biodégradable n’est pas forcément propice aux dégradations 

biologiques (Eme and Boutin, 2015). En effet, la croissance bactérienne indispensable au 

traitement se réalise dans des conditions nutritionnelles définies. La concentration des 

différents nutriments dans les eaux usées doit être équilibrée (ratio C:N:P) et correspondre aux 

besoins des bactéries qui se trouvent dans les boues activées (Winkler, 2015). Cet équilibre 

nutritionnel, représenté par le rapport DBO5:N:P (mg.L-1), nécessaire au traitement biologique 

par les bactéries est de 100:5:1 (Metcalf and Eddy, 1991). « Ceci signifie que l’abattement de 

100 mg de DBO5 s’accompagne d’une diminution de 5 mg d’azote et de 1 mg d’ortho-

phosphate par assimilation (Canler and Perret, 2007) ». Toute carence d’un élément nutritif 

principal dans les eaux usées peut réduire l’efficacité du traitement. 

Un ratio molaire C:N:P de 106:16:1 a été établi pour les microalgues marines, dénommé 

comme le ratio de Redfield (Redfield et al., 1963). Cependant, pour les espèces d'eau douce, le 
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rapport de Redfield est une exception plutôt qu'une règle avec des rapports molaires N:P 

oscillant entre 8:1 et 45:1 (Hecky et al., 1993; Whitton et al., 2016). « De plus, les microalgues 

peuvent ajuster leur contenu cellulaire en N et P selon les concentrations présentes dans les 

eaux avec l’accumulation de P influencée par l’apport externe de P et N tandis que 

l’accumulation de N est indépendante de P (Beuckels et al., 2015; Whitton et al., 2016) ». 

Dans la pratique, le rapport atomique entre N et P chez les microalgues se situe entre 10 et 30 

(Figure 25). Des eaux usées avec un rapport N:P inférieur à 10 suggère une limitation par N 

tandis que des valeurs au-dessus de 30 suggèrent une limitation par P (Sutherland et al., 2015b). 

 

Figure 25. Evolution de la vitesse de croissance algale selon le ratio N:P (Richmond and Hu, 

2013) 

I.3.1.5. L’oxygène 

Bien qu’il compose 20% de l’atmosphère, l’oxygène est peu soluble dans l’eau, et sa solubilité 

diminue avec l’augmentation de la température et de la salinité. Dans les consortiums d’algues 

et de bactéries, l’oxygène libéré par les algues lors de la photosynthèse est utilisé pour la 

dégradation aérobie de la matière organique et la nitrification (voir I.2.1.2. Le traitement 

aérobie des eaux usées par les bactéries). 

L’activité photosynthétique des algues durant la journée peut mener à une saturation en 

oxygène dissous (OD) de 200 à 300%. La sursaturation en O2 est bénéfique pour l’oxydation 

de la matière organique par les bactéries. Toutefois, des taux élevés en OD peuvent causer un 

stress oxydatif aux microalgues : l’enzyme RuBisCo qui fixe le carbone dans le cycle de 

Calvin-Benson, réagit plus avec l’O2 qu’avec le CO2, ce qui favorise la respiration au détriment 

de la photosynthèse (Gao et al., 2022). « De plus, des dérivés réactifs de l'oxygène peuvent 

s’accumuler dans les cellules, inhibant les processus métaboliques et endommageant une 

variété de composants cellulaires (Gao et al., 2022) ». Aérer la culture peut réduire la 

concentration en OD par dégazage de l’oxygène en excès. Il faut cependant maintenir une 

concentration suffisante en carbone inorganique dissous, par exemple en injectant du CO2 en 

parallèle (Kazbar et al., 2019). La sursaturation ne semble pas poser une problématique pour 
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les procédés de biodégradation, car les bactéries hétérotrophes consomment en continu 

l’oxygène (Muñoz and Guieysse, 2006).  

En règle générale, pour les boues activées, le taux optimal d’oxygène dissous requis par les 

bactéries nitrifiantes se situe entre 2 et 3 mgO2.L
-1 (Pham, 2018). Si le taux d’oxygène dissous 

n’est pas suffisant, il y a un déclin de l’activité des bactéries nitrifiantes. Comme l’oxygène 

dissous est fourni par les microalgues à des taux bien supérieurs, cette problématique ne se 

pose en général pas dans les CHRA, à part éventuellement la nuit. 

I.3.1.6. Les micronutriments : magnésium, soufre et calcium  

En plus des macronutriments comme le carbone, l’azote et le phosphore, le milieu de culture 

doit contenir des micronutriments essentiels tel que Mg, S, Ca, Na, Cl, Fe, Zn, Cu, Mo, Mn, B 

et Co (Markou et al., 2014). 

I.3.1.6.1. Le soufre 

La teneur en soufre des microalgues varie entre 0.15% et 1.6% (Grobbelaar, 2004). Bien que 

présent sous diverses formes, les microalgues assimilent le soufre sous forme de SO4
2-

(Giordano et al., 2009). Peu d’études ont abordé l’élimination des sulfates par les microalgues 

ou par les consortiums microalgues-bactéries. Oocystis sp. a éliminé 32% des sulfates après 21 

jours de culture (Mohammadi et al., 2018). La croissance de Synechocystis sp. PCC6803, une 

cyanobactérie d’eau douce, a été améliorée par ajout de sulfate dans le milieu de culture 

(Hughes et al., 2018). 

I.3.1.6.2. Le magnésium 

Le magnésium est un atome central de la molécule de chlorophylle et peut influencer l’activité 

de certaines enzymes photosynthétiques. C’est aussi un élément clé pour la synthèse des 

protéines, car il permet de stabiliser les ribosomes (Shaul, 2002). Comme pour les 

macronutriments, l’impact du magnésium est spécifique aux besoins de chaque espèce comme 

le montrent un certain nombre d’études. 

Dans l’étude de (Tan et al., 2016), trois espèces ont été cultivées dans du digestat avec/sans 

ajout de P et de Mg. L’ajout de Mg a augmenté la production de 18% pour C. vulgaris ESP-6, 

de 42% pour C. sorokiniana FACHB-27 et de 101% pour C. vulgaris. Après apport de Mg, 

l’élimination de l’ammoniac est passée de 35% à 94% pour C. vulgaris ESP-6, de 57% à 93% 

pour C. sorokiniana FACHB-275 et de 88% à 96% pour C. vulgaris. Le magnésium a eu un 

effet positif sur la croissance des microalgues et la réduction de l’ammoniac dont l’ampleur a 

été dépendant de la souche (Tan et al., 2016). 

En testant une concentration en MgSO4.7H2O de 0.25 à 600 mg.L-1, la vitesse de croissance et 

la production finale de S. obliquus a été améliorée jusqu’à une concentration dans le milieu de 

150 mg.L-1 de Mg2+. Après ce palier, la croissance a stagné. De 150 à 300 mg.L-1 de Mg2+, la 

teneur en lipides est passée de 38.9% à 54.6% (MS) de la biomasse, et elle a diminué à 40.2% 

à 600 mg.L-1 (Esakkimuthu et al., 2016). Les ions Mg2+ sont donc nécessaires à la croissance, 

mais le besoin en magnésium est spécifique à chaque espèce. 
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Sans magnésium, la croissance de C. vulgaris et S. obliquus a été stoppée au bout de 9 jours et 

12 jours. La hausse de la dose de Mg à 150 mg L-1 a augmenté la production de biomasse de 

33% pour C. vulgaris et de 36% pour S. obliquus. La teneur en lipides a été fortement 

influencée. Dans le contrôle, une teneur en lipides de 11.9% (C. vulgaris) et de 11.3% (S. 

obliquus) a été atteinte au bout de 21 jours. En doublant la dose de Mg, la teneur maximale en 

lipides a atteint 27% (C. vulgaris) et 26% (S. obliquus) en 15 jours (Gorain et al., 2013). Un 

manque de magnésium semble ainsi induire une baisse de la teneur en lipides dans la biomasse. 

I.3.1.6.3. Le calcium 

Les cellules algales contiennent au minimum, 0.04% en masse de Ca2+. L’effet des ions Ca2+ a 

été étudié sur des microalgues comme Scenedesmus (Esakkimuthu et al., 2016) et Chlorella 

(Gorain et al., 2013), mais peu se sont intéressés aux consortiums microalgues-bactéries.  

En augmentant de 0 à 25 mg.L-1 de Ca2+, la croissance de S. obliquus a été améliorée, mais elle 

n’a pas été affectée de manière significative à des doses supérieures. Le calcium en surplus n’a 

pas été inhibiteur (Esakkimuthu et al., 2016). Une carence en calcium a réduit la production de  

C. vulgaris et de S. obliquus et a augmenté la teneur maximale en lipides de 11.9% à 40.3% 

(21 jours à 15 jours) chez C. vulgaris et de 11.3% à 37% (21 jours à 18 jours) chez S. obliquus 

(Gorain et al., 2013). Dans une culture microalgues-bactéries, une dose de CaCl2 (0.1 nM) a 

légèrement amélioré l’abattement de la DCO de 11.9%, de l’azote total de 6.5% et du 

phosphore total de 1.2% comparé au contrôle (Tang et al., 2021).  

Comme conclu précédemment pour les autres nutriments, l’influence du calcium est liée à la 

souche de microalgue et aux conditions de culture. 

I.3.1.6.4. La salinité 

La salinité est la teneur en sels dissous d’un milieu. L’effet d’un stress salin a été examiné sur 

des microalgues d’eau douce comme Chlorella vulgaris YH703 (Yun et al., 2019) et 

Desmodesmus abundans (Xia et al., 2014) et des microalgues marines (Ho et al., 2014).  

La salinité influence la croissance des cellules. Par exemple, la concentration en NaCl jusqu’à 

45 nM a amélioré la production de biomasse de Chlorella vulgaris YH703, qui a ensuite été 

réduite jusqu’à -64.6% à 200 mM de NaCl (Yun et al., 2019).  

La salinité impacte également la composition de la biomasse. Une charge plus élevée de NaCl 

tend à augmenter la part de lipides et de glucides, et à réduire celle des protéines. Après 6 jours, 

la teneur en lipides de Desmodesmus abundans est passée de 23.8% à 34.6% en passant de 0 à 

20 g.L-1 de NaCl dans l’étude menée par (Xia et al., 2014). A 500 mM de NaCl, la teneur en 

lipides a augmenté de 92.9% (Yun et al., 2019). En plus d’influencer la teneur totale en lipides, 

la salinité (ajout de NaCl jusqu’à 117 g/L) a augmenté la part de lipides neutres chez Dunaliella 

tertiolecta (Azachi et al., 2002). Un stress altère la synthèse des acides gras pour produire plus 

d’acide gras monoinsaturés qui représentent une grande partie des lipides neutres utilisés pour 

le biodiesel (Hu et al., 2008a).  

Selon l’espèce et son habitat, la salinité optimale pour favoriser l’accumulation des lipides 

varie. Ainsi, ajuster la dose de NaCl avec l’intensité lumineuse constituerait un moyen simple 
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et relativement peu coûteux pour augmenter davantage la production de lipides (Minhas et al., 

2016).  

I.3.2. Les paramètres environnementaux 

I.3.2.1. Le pH 

L’influence du pH est complexe à déterminer car, elle s’étend à de nombreux facteurs : la forme 

chimique (spéciation) des nutriments, les mécanismes d’élimination liés, le métabolisme des 

microorganismes. Pendant la photosynthèse, le pH du CHRA augmente car les microalgues 

consomment le CO2 plus vite qu’il n’est produit par les bactéries. A pH élevé, l’azote est 

éliminé par volatilisation comme ammoniac NH3 et le phosphore peut précipiter en phosphates 

en général à pH 9-11 (voir paragraphes I.3.1.2. L’azote et I.3.1.3. Le phosphore) (Bunce et al., 

2018). 

Chaque espèce de microalgue a une gamme optimale de pH réduite, la majorité préférant un 

pH neutre (Lutzu, 2011). Des espèces se développant à des pH très bas ou très élevés ont aussi 

été recensées comme Stichococcus bacillaris ACUF158 et Chlamydomonas acidophila SAG 

2045 cultivées à un pH<3 (Abiusi et al., 2022) ou encore Chlorella sorokiniana SLA-04 

(Vadlamani et al., 2017). Les bactéries nitrifiantes ont un pH optimal entre 7.2 et 8.5, et elles 

peuvent s’adapter à un pH un peu plus basique ou un peu plus acide. En dessous de pH 6, la 

nitrification est inhibée (Deronzier et al., 2001). 

I.3.2.2. La lumière 

Basé sur une culture de microalgues, le fonctionnement du CHRA est très dépendant de la 

lumière. Le système est ainsi soumis aux variations météorologiques avec potentiellement un 

manque de lumière les jours de pluie et trop de lumière en été. Cette dépendance est liée aux 

microalgues, dont la force motrice de la photosynthèse est la lumière, en termes d’intensité et 

de longueur d’onde. Chez les microorganismes photosynthétiques, la cinétique de la 

photosynthèse augmente avec l’intensité lumineuse en raison de l’excitation accrue des 

électrons dans les photosystèmes (voir I.2.2.3. La structure des chloroplastes). Toutefois, au-

delà d’une certaine intensité lumineuse, les photosystèmes deviennent saturés (saturation 

lumineuse) et la cinétique stagne. Pour des valeurs encore supérieures d’intensité lumineuse, 

où la vitesse de la photosynthèse chute, on parle de photo-inhibition (Figure 26). 
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Figure 26. Cinétique de la photosynthèse en fonction de l’intensité lumineuse (adapté de 

Benedetti et al., 2018) 

Ainsi, la plupart des études sur l’influence de la lumière se concentrent sur l’intensité lumineuse 

et son optimisation qui varie selon les souches cultivées. En effet, certaines espèces croissent 

mieux sous de fortes intensités tandis que d’autres sont plus adaptées à des intensités modérées. 

Ainsi, la biomasse produite par Desmodesmus sp. a fortement augmenté avec l’intensité 

lumineuse, alors que les effets ont été plus modérés pour C. vulgaris, S. obliquus et Ettlia 

pseudoalveolaris (Nzayisenga et al., 2020). L’intensité lumineuse affecte également la 

composition biochimique des microalgues. Une hausse de l’intensité lumineuse a par exemple 

favorisé l’accumulation de lipides chez Desmodesmus sp. et Scenedesmus obliquus 

(Nzayisenga et al., 2020). 

En plus de l’intensité lumineuse, le spectre lumineux a un effet sur le métabolisme des 

microalgues. En effet, les longueurs d’onde utilisées pour la photosynthèse s’étalent de 400 à 

700 nm. Chaque espèce de microalgue absorbe différentes longueurs d’onde. Le principal 

pigment des microalgues vertes, la chlorophylle, absorbe la lumière dans les gammes 450-475 

nm et 630-675 nm. Les caroténoïdes, une autre famille de pigments photosynthétiques, 

favorisent les longueurs d’onde entre 400-550 nm (Baer et al., 2016; Diaz-MacAdoo et al., 

2022). Il est admis que la lumière rouge et la lumière bleue sont bénéfiques à la culture de 

microalgues en raison des pics correspondants au spectre d'absorption des algues (Baba et al., 

2012; Baidya et al., 2021; Kim et al., 2013). 

Au sein d’un CHRA, en fonction des conditions météorologiques (e.g. couverture nuageuse) 

et du mélange (forte lumière près de la surface et faible lumière loin de la surface), la biomasse 

n’est pas illuminée de manière uniforme (Sivakaminathan et al., 2020). Les gradients lumineux 

sont importants allant de niveaux photo-inhibiteur vers la surface, à des zones très sombres au 

sein de la culture. En effet, la lumière ne pénètre que les premiers centimètres du milieu (Kim 

et al., 2018). Le niveau d’eau dans le chenal a donc une influence (voir I.3.3.2. Le temps de 



I.3.  Les facteurs influençant le consortium microalgues-bactéries 

52 

séjour hydraulique (TSH)). De plus, le phénomène est aggravé dans les cultures denses où les 

cellules sont soumises au phénomène d’auto-ombrage (Lucchetti, 2014).  

La photosynthèse est gouvernée par deux réactions : la phase photochimique, qui est 

dépendante de la lumière, et la phase biochimique « sombre », qui est indépendante de la 

lumière. La phase dépendante de la lumière produit « l’ATP et la NADPH qui sont utilisés lors 

de la phase « sombre » pour synthétiser des molécules essentielles pour la croissance 

(Bouterfas et al., 2006) » (voir I.2.2.2. Métabolisme : photosynthèse et assimilation). Ainsi, 

une exposition continue à la lumière peut être nocive pour les microalgues (Anderson, 2004). 

Dès lors, la durée du cycle jour/nuit est également à prendre en compte. 4 cycles jour/nuit de 

8:16, 12:12, 16:8, et 24:0 ont été testés sur C. vulgaris et Nannochloropsis sp. Il a été conclu 

qu’une période jour/nuit de 16:8 était optimale pour la croissance algale (Gammanpila et al., 

2015).  

I.3.2.3. La température 

Les diverses populations bactériennes et microalgales prospèrent dans des gammes de 

températures spécifiques. La température recommandée pour la croissance algale se situe entre 

20-30°C (Eloka-Eboka and Inambao, 2017). Dépasser l’optimum thermique conduit à un stress 

thermique chez la cellule algale, qui peut réduire l’activité enzymatique, modifier des protéines 

photosynthétiques et, même, déclencher la production de protéines de stress (Nalley et al., 

2018). Une étude de 26 espèces de microalgues montre que la réaction à la température varie 

selon les espèces, mais qu’au niveau des groupes, les cyanobactéries ont un optimum à  

(30.6 ± 2.3 °C), suivi par les chlorophytes (25.7 ± 0.1 °C) et les diatomées (24.0 ± 0.4 °C) 

(Nalley et al., 2018). 

Une gamme similaire de température est préconisée pour les boues activées, notamment en ce 

qui concerne les bactéries autotrophes (nitrifiantes). Leur croissance est fortement impactée par 

la température avec une nitrification extrêmement ralentie sous 12°C. Au-delà de 35°C, on est 

susceptible d’observer une accumulation de nitrites liées à la croissance ralentie des bactéries 

oxydatrices des nitrites (Choubert, 2002). 

La croissance du consortium étant affectée par la température, les performances de traitement 

des eaux usées sont aussi impactées. En extérieur, le CHRA est soumis aux changements de 

températures saisonniers, mais aussi entre le jour et la nuit. Actuellement, il n’y a pas d’études 

qui se concentrent sur l’influence de la température dans un CHRA, car les paramètres comme 

le TSH sont souvent modifiés pour pallier les changements saisonniers. De plus, les 

installations étant en extérieur, l’impact de la lumière est associé à celui de la température. 

Selon le climat, les variations de température saisonnières amènent à adapter les conditions 

opératoires avec par exemple des TSH plus longs en hiver et plus courts en été (Sutherland et 

al., 2020).  

La température a également une influence importante sur la solubilité des différentes espèces 

chimiques. Ainsi, la solubilité de l’oxygène et du dioxyde de carbone dans l’eau diminue avec 

l’augmentation de la température. A titre d’exemple, celle de l’oxygène dissous passe de 14.6 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/green-alga
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mg.L-1 à 0°C à 9.1 mg.L-1 à 20°C. Cela peut donc affecter les phénomènes de transfert gaz-

liquide. 

I.3.2.4. Présence de prédateurs 

En tant que système ouvert, un chenal à haut rendement algal peut être contaminé par « des 

espèces qui supplantent l’espèce cultivée ou des prédateurs protozoaires qui broutent la 

biomasse (Cadoret and Bernard, 2008) ». Les protozoaires sont des microorganismes 

hétérotrophes avec des proies cibles bien distinctes, certains préférant les bactéries aux 

microalgues (Lampert and Sommer, 2007). Ainsi, s’il y a une compétition entre les microalgues 

et les bactéries pour les nutriments, l’action des protozoaires peut être bénéfique (Tejido-Nuñez 

et al., 2020). Cependant, dans les cultures de microalgues, le broutage par les ciliés, les amibes 

et autres zooplanctons constitue une problématique récurrente de plus en plus documentée (Day 

et al., 2017). Quand un milieu est très impacté par des prédateurs, le phénomène devient 

observable à l’œil nu avec une diminution de la coloration verte ou par une coloration brune 

de plus en plus intense à mesure que les microalgues meurent et que les prédateurs se 

développent (Day et al., 2017). 

I.3.3. Les paramètres opérationnels 

Dans le fonctionnement d’un chenal, les principaux facteurs opérationnels sont la charge 

nutritive entrante, le temps de séjour hydraulique, la profondeur du chenal ainsi que la vitesse 

de mélange. La qualité du traitement des eaux usées recherchée ainsi que les conditions 

climatiques influencent le choix de ces paramètres. L’optimisation opérationnelle des CHRA 

pour une épuration efficace des eaux usées et une production de biomasse suffisante demeure 

encore un verrou, bien que ce type d’installation existe depuis plus de 50 ans (Sutherland et al., 

2015a). En effet, il n’existe pas de guide de conception de référence concernant le traitement 

des eaux usées par microalgues. 

I.3.3.1. Le mélange 

Un mélange optimal améliore l’exposition de la biomasse à la lumière, empêche la 

sédimentation des cellules au fond du chenal et permet une distribution uniforme des 

nutriments (Meless Teshome, 2020a). Le mélange a principalement lieu à proximité de la roue 

à aubes et des virages. Le mélange vertical est un critère plus important que le mélange axial 

(Kumar et al., 2015). Toutefois, le mélange vertical est médiocre dans ces systèmes, en 

particulier dans les sections droites (Kumar et al., 2015). Il peut être amélioré en augmentant 

la vitesse de circulation au-delà des 0.15-0.3 m.s-1 préconisés (Rupert Craggs et al., 2014). 

Mais, les contraintes de cisaillement excessives peuvent impacter les microalgues, entraînant 

une mortalité accrue, un taux de croissance et une viabilité cellulaire réduits, ou encore une 

lyse cellulaire (Muñoz and Guieysse, 2006). 

Par conséquent, la technologie d’agitation doit être choisie pour maintenir un écoulement 

turbulent et limiter les contraintes de cisaillement (Rayen et al., 2019). La roue à aubes (Figure 

27) est souvent préférée dans les chenaux, car elle permet une agitation relativement douce, 

efficace et peu coûteuse (Muñoz and Guieysse, 2006). Elle génère des tourbillons qui déplacent 

les algues du fond vers la surface (Kumar et al., 2015) et contribuent au mélange vertical. 

Cependant, la forme, l’alignement et le nombre de pales, la largeur et la longueur de la pale 
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influencent grandement la vitesse d’écoulement et le transfert gaz-liquide d’oxygène (Hreiz et 

al., 2014). Pour une roue classique à pales rectangulaires, le jeu avec la surface libre varie avec 

le temps et le reflux. Pour réduire au minimum le jeu et le reflux, une lame doit toujours être 

immergée dans le liquide (Meless Teshome, 2020b). De la même manière, quand la partie 

immergée de la roue à aubes et la vitesse de rotation augmentent, le taux de transfert d’oxygène 

augmente tandis que l’efficacité d’aération diminue (Ahmad and Boyd, 1988). Il s’agit ainsi 

d’un élément de design important pour décider de la profondeur du liquide pour un diamètre 

de roue à aubes donné avec un certain nombre de pales (Meless Teshome, 2020b). 

L’optimisation de la dynamique des fluides au sein du chenal peut diminuer la formation de 

« zones mortes » (Rayen et al., 2019). Ces zones mortes, qui dépendent de la géométrie et du 

mélange, peuvent provoquer des conditions anaérobies avec une libération de composés 

toxiques pour les microalgues. Un déflecteur (voir I.1.3. Le chenal à haut rendement algal 

(CHRA)) peut être ajouté à chaque extrémité du chenal pour égaliser le débit et diminuer la 

contrainte de cisaillement ainsi que les zones mortes dans le bassin. Malgré les améliorations 

apportées, les déflecteurs augmentent la consommation en énergie avec la friction ; leur 

implémentation doit donc être réfléchie (Mendoza et al., 2013). 

 

Figure 27. Exemple de roue à aubes (Pappalardo, 2018) 

Afin d’étudier ces impacts et optimiser l’hydrodynamique du système, la CFD (computational 

fluid dynamics/mécanique des fluides numérique) permet de simuler l’écoulement des fluides 

dans des conditions spécifiques définies aux limites du système. Le domaine fluide est 

discrétisé par l’intermédiaire d’un maillage. Les équations fondamentales (lois de conservation 

de la masse, de la quantité de mouvement et du transfert de chaleur) sont intégrées à l'aide 

d'algorithmes de discrétisation sur chaque cellule (Meless Teshome, 2020a). La CFD a montré 

qu’un rapport (Longueur/largeur)>10 donnait de meilleurs résultats en termes d’uniformité de 

vitesse et de contrainte de cisaillement (Hadiyanto et al., 2013). La modélisation du CHRA 

avec et sans déflecteurs (Figure 28) a également mis en évidence qu’ils réduisaient les zones 

mortes et uniformisaient l’écoulement (Meless Teshome, 2020). 
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Figure 28. Profils de vitesse sur une section horizontale dans le CHRA sans déflecteur (a) et 

avec déflecteur (b) 

I.3.3.2. Le temps de séjour hydraulique (TSH) 

Le temps de séjour hydraulique (TSH) correspond à : 

𝑇𝑆𝐻 =
𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒

𝐷é𝑏𝑖𝑡 𝑒𝑛𝑡𝑟é𝑒
=
𝐻𝑎𝑢𝑡𝑒𝑢𝑟 ∗  𝑆𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒 

𝐷é𝑏𝑖𝑡 𝑒𝑛𝑡𝑟é𝑒
   

Équation 8 

Avec : le TSH en j, le volume en m3, le débit d’entrée en m3.j-1, la hauteur en m et la surface 

en m² 

Pour un réacteur donné, le TSH peut être rectifié en modifiant la hauteur d’eau ou le débit 

d’entrée. La hauteur d’eau détermine aussi l’exposition de la culture à la lumière tandis que le 

débit d’entrée détermine la charge en matière organique et en nutriments que le système traite. 

Pour une dépollution efficace, un temps de séjour hydraulique (TSH) entre 4 et 10 jours est 

préconisé (Local Government Association of South Australia, 2020). En hiver, des TSH plus 

longs (7-9 jours) sont choisis pour pallier une productivité plus faible et assurer un traitement 

efficace. En été avec des conditions plus favorables, des TSH courts (3-4 jours) sont privilégiés 

pour améliorer la productivité de la biomasse (Rupert Craggs et al., 2014). Toutefois, des TSH 

plus courts augmentent la charge nutritive en entrée du chenal, ce qui peut affecter les 

performances d’assainissement malgré une productivité algale plus élevée (Sutherland et al., 

2014). 

Une solution proposée pour maintenir les rendements épuratoires avec des TSH courts 

(équivalents à une charge élevée en nutriments) est d’opérer avec des CHRA en série. Deux 

lagunes en série (TSH de 4 j chacune) ont produit 191±41 kgMVS.j-1 et ont traité une charge 

de 23±4 kg.j-1 d’azote total inorganique dissous. Dans les mêmes conditions, un seul chenal 

(TSH de 8 j) a produit 127±18 kgMVS.j-1 et a traité une charge de 17±4 kg.j-1 d’azote total 

inorganique dissous (Sutherland et al., 2020). 
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Dans la thèse de (Pham, 2018) effectuée sur le même chenal que la présente thèse, des TSH de 

4 et 8 j ont été testés dans le CHRA. Un TSH plus important a amélioré l’abattement de la 

DCO, et de façon plus modérée, l’élimination de l’azote de Kjeldahl. Toutefois, la hausse du 

TSH a pénalisé le traitement du phosphore (Tableau 8). 

TSH DCO (%) NTK (%) NGL (%) PT (%) 

4 jours 49.0 ± 25.2 78.9 ± 9.3 12.4 ± 16.0 13.9 ± 13.6 

8 jours 75.0 ± 9.7 84.2 ± 9.8 1.0 ± 2.9 4.7 ± 7.9 

Tableau 8. Abattement de la DCO, NTK, NGL et PT en fonction du TSH (Pham, 2018) 

Ensuite, une concentration de biomasse à 4.0±0.5 mgMES.L-1 a été atteinte avec un TSH de 8 

j contre 2.5±0.4 mgMES.L-1 avec un TSH de 4 j. Cependant, la productivité de la biomasse est 

demeurée stable (47 g.m-2.j-1). 

I.3.3.3. L’âge des boues (ADB) 

L’âge des boues (ADB) est défini comme le temps de séjour moyen de la biomasse dans le 

système : 

𝐴𝐷𝐵 =
𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑝𝑟é𝑠𝑒𝑛𝑡𝑒

𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡𝑒
 

Équation 9 

Avec : l’ADB en j, la biomasse présente en g, la biomasse extraite en g.j-1 

Au sein d’un chenal où la biomasse est extraite du réacteur sans décantation préalable 

(épaississement), on peut alors en déduire : 

𝐴𝐷𝐵 =
𝑀𝐸𝑆 ∗  𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 

𝑀𝐸𝑆 ∗  𝐷é𝑏𝑖𝑡 𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛
=

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒

𝐷é𝑏𝑖𝑡 𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛
=
𝐻𝑎𝑢𝑡𝑒𝑢𝑟 ∗  𝑆𝑢𝑟𝑓𝑎𝑐𝑒 

𝐷é𝑏𝑖𝑡 𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛
 

Équation 10 

Avec : l’ADB en j, le volume en m3, le débit d’extraction en m3.j-1, MES la concentration en 

MES de la suspension en g.m-3, la hauteur en m et la surface en m² 

L’âge des boues varie si la hauteur d’eau ou le débit d’extraction des boues (biomasse) sont 

modifiés. Sans recyclage de biomasse décantée en sortie du chenal, le débit d’extraction 

correspond au débit de sortie de l’eau traitée : l’ADB est alors égal au TSH. Si une extraction 

distincte est prévue, il convient de prendre en compte le débit d’extraction spécifique dans le 

bilan. 

En génie des bioprocédés, l’ADB est lié au taux de croissance minimal des microorganismes 

et a un impact direct sur les espèces présentes : les populations (dominantes ou non) de 

microorganismes dépendent de l’ADB. Ainsi, la vitesse de croissance maximale des 

microalgues est estimée à 1.5 j-1 (25°C) (Gujer et al., 1999). La vitesse de croissance des 

bactéries nitrifiantes trouvée dans les boues activées est évaluée à 0.63 j-1 pour les AOB et 1.1 

j-1 pour les NOB (20°C) (Gujer et al., 1999). 
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En jouant sur les espèces présentes, l’ADB influence directement les performances épuratoires. 

Dans un CHRA avec un TSH de 6 j, un ADB plus important (6 à 12 j) a amélioré l’abattement 

du N-NH4
+ (89.1±6.6% à 98.2±2.0%), P-PO4

3− (27.1±16.1% à 52.3±3.6%) et n’a pas influencé 

l’élimination de la DCO (89.1±6.6% à 91.9±2.3%) (Buitrón and Coronado-Apodaca, 2022).  

De manière indirecte, l’ADB impacte la structure et les propriétés de sédimentation des flocs 

de microalgues et de bactéries. Ainsi, un ADB plus important a été corrélé avec une vitesse de 

décantation plus rapide (Buitrón and Coronado-Apodaca, 2022). Une croissance rapide est 

associée à une charge de surface négative plus élevée qui empêche la biofloculation et la 

sédimentation (Valigore et al., 2012). La charge de surface des microalgues diminue pendant 

la phase de croissance stationnaire (Henderson et al., 2008), qui est une phase de croissance 

associée à des ADB plus longs.  

L’optimisation d’un CHRA en termes de traitement des eaux usées et de production de 

biomasse pour sa valorisation est réalisé en faisant varier différents paramètres plus ou 

moins maîtrisables en fonction des contextes. Pour une application sur site réel avec un 

affluent constitué d’eaux usées, il s’agira avant tout de définir le TSH et l’ADB adéquat 

en fonction des conditions de luminosité et de température. On pourra aussi jouer sur la 

profondeur qui modifiera aussi le TSH voire l’ADB. 

La disponibilité du carbone (minéral et organique), de l’azote et du phosphore ainsi que 

d’autres micronutriments sont des modalités à évaluer, par exemple à travers les 

charges/concentrations à traiter. 

Enfin, le comportement hydrodynamique au sein du chenal n’est pas un paramètre à 

négliger et peut significativement impacter la productivité et le bilan énergétique du 

système, notamment via l’influence sur l’exposition des cellules à la lumière et le transfert 

gaz-liquide. 
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I.4. La caractérisation de la biomasse 

Si la biomasse produite dans les CHRA doit être valorisée, connaître sa composition est 

essentiel pour orienter le choix de conversion. La composition biochimique se résume en trois 

grandes classes de biomolécules : les protéines, les glucides et les lipides. 

I.4.1. La composition biochimique 

La biomasse produite dans les CHRA est un mélange d’algues, de bactéries et de détritus 

accumulés. Elle est peu analysée, mais est typiquement composée de 70-90% d’algues (R 

Craggs et al., 2014). Le contenu énergétique de la biomasse dépend de la proportion de 

bactéries (17-22 kJ.g-1) et de microalgues (18-24 kJ.g-1), mais également de la composition des 

microalgues en protéines (24 kJ.g-1), en glucides (17 kJ.g-1) et en lipides (37 kJ.g-1). Il est 

possible d’augmenter la valeur énergétique en favorisant le ratio d’algues ou la fraction de 

lipides (Mehrabadi et al., 2017) 

Les microalgues sont constituées de protéines (acides aminés), de lipides (acides gras), de 

glucides (carbohydrates ou sucres) et de pigments. La composition dépend de l’espèce et des 

conditions de culture (Tableau 9). Les principaux nutriments requis sont le carbone C, l’azote 

N et le phosphore P. Les besoins nutritionnels peuvent être estimés avec la formule chimique 

de la biomasse microalgale de Grobbelaar CO0.48H1.83N0.11P0.01 (Grobbelaar, 2004). Dans un 

environnement favorable, le carbone photosynthétique dans les microalgues produit 30 à 50% 

de protéines, 20 à 40% de glucides et 8 à 15% de lipides (Wang et al., 2013). 

Espèce Protéines (%) Glucides (%) Lipides (%) 

Anabaena cylindrica 43-56 25-30 4-7 

Aphanizomenon flos-aquae 62 23 3 

Chlamydomonas rheinhardii 48 17 21 

Chlorella pyrenoidosa 57 26 2 

Chlorella vulgaris 51-58 12-17 14-22 

Dunaliella salina 57 32 6 

Dunaliella bioculata 49 4 8 

Euglena gracilis 39-61 14-18 14-20 

Porphyridium cruentum 28-39 40-57 9-14 

Scenedesmus obliquus 50-56 10-17 12-14 

Scenedesmus dimorphus 8-18 21-52 16-40 

Spirogyra sp. 6-20 33-64 11-21 

Arthrospira maxima 60-71 13-16 6-7 

Spirulina maxima 60-71 13-16 6-7 

Synechococcus sp. 63 15 11 

Prymnesium parvum 28-45 25-33 22-38 

Tetraselmis maculate 52 15 3 

Tableau 9. Composition en protéines, glucides et lipides de différentes espèces de 

microalgues (% de matière sèche) (Trivedi et al., 2015) 
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Les méthodes simples employées pour déterminer la composition sont souvent basées sur des 

travaux menés dans les années 50 (Bligh and Dyer, 1959; Dubois et al., 1956; Lowry et al., 

1951), et certaines ont bénéficié d’améliorations et d’adaptations. Toutefois, peu d’études 

comparent rigoureusement chaque protocole (Laurens et al., 2012a). Il n’existe pas de 

procédure analytique standard pour la biomasse algale. Les compositions rapportées peuvent 

ainsi être trompeuses en raison d’une sous- ou surestimation des lipides, glucides ou protéines. 

Aussi, l’analyse d’une biomasse algale par huit chercheurs indépendants suivant un protocole 

standardisé a abouti à des résultats significativement différents (Laurens et al., 2012a).  

I.4.1.1. Lipides 

I.4.1.1.1. Origine et rôle dans les cellules 

Les lipides sont des molécules organiques difficilement classables qui ont la caractéristique 

d’être insolubles dans l’eau et solubles dans les solvants organiques apolaires comme le 

benzène et le chloroforme. Ils englobent les graisses, les stérols, les mono-, di- et triglycérides 

et les phospholipides (Sizer and Whitney, 2013). Chez les microalgues, on distingue 

(Menegazzo and Fonseca, 2019) : 

• les lipides membranaires (polaires ou hydrophiles avec une affinité pour l’eau et les 

solvants polaires) : les phospholipides (Figure 29) et les glycolipides ; 

 

Figure 29. Structure d’un phospholipide (adapté en français) (OpenStax, 2016) 

• les lipides de réserve (neutres et apolaires/hydrophobes, soit insolubles dans l’eau) : les 

triglycérides (TAG) (Figure 30) servant de réserve d’énergie à la cellule, les glycérides, 

les caroténoïdes (Figure 31) et les stérols. 
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Figure 30. Structure d’un triglycéride (Lennert, 2005) 

 

Figure 31. Structure du B-carotène 

La teneur en lipides des microalgues est typiquement comprise entre 20 et 50% (matière sèche) 

(Chisti, 2007), mais peut atteindre 90% (matière sèche) sous certaines conditions (Metting, 

1996). Il est possible d’augmenter la teneur en lipides et plus spécifiquement en triglycérides 

par une limitation de l’apport en azote ou une augmentation de l’intensité lumineuse. 

Cependant, ces facteurs de stress ne peuvent pas être maintenus sur le long terme, car « ils 

mènent à un arrêt de la croissance, puis, après un laps de temps, à la reconsommation des lipides 

produits (Cadoret and Bernard, 2008). » Un équilibre entre croissance (donc sans carence) et 

production de lipides (avec un stress ralentissant la croissance) doit être étudié (Cadoret and 

Bernard, 2008). 

Les méthodes les plus employées pour quantifier les lipides sont les méthodes gravimétriques 

(Bligh and Dyer, 1959), la chromatographie en phase gazeuse, la spectrophotométrie (Mishra 

et al., 2014), la spectrométrie de fluorescence avec un colorant lipophile (Chen et al., 2009; 

Elsey et al., 2007). 

I.4.1.1.2. Gravimétrie 

La gravimétrie consiste en une extraction des lipides avec un solvant (en général des solvants 

organiques ou chlorés comme l’hexane ou le chloroforme) sur de la biomasse sèche. Les lipides 

étant polaires et apolaires, l’efficacité de l’extraction dépend de la polarité du solvant (Laurens 

et al., 2012a). D’autres composants (la chlorophylle, les pigments, les protéines et les glucides 

solubles) peuvent contaminer les lipides extraits et fausser les résultats. Après évaporation du 

solvant, le poids des lipides extraits est relevé pour déterminer la teneur en lipides.  

Une quantité importante de biomasse et un séchage sont requis. L’utilisation de solvants 

dangereux comme le chloroforme et le méthanol soulève des questions par rapport à la sécurité 

et à l’environnement. Toutefois, cette méthode est rapide et ne nécessite pas d’instruments de 

mesure avancés (Laurens et al., 2012a). Elle peut être appliquée pour la transestérification des 

lipides en esters méthyliques d'acides gras qui peuvent être analysés par chromatographie en 

phase gazeuse (Biller and Ross, 2014; Lang et al., 2011; Pantami et al., 2020), par spectrométrie 

de masse (Danielewicz et al., 2011), par chromatographie liquide à haute pression (HPLC) 
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(Donot et al., 2013; MacDougall et al., 2011) ou par résonance magnétique nucléaire (RMN) 

(Sarpal et al., 2015). Ces techniques analytiques permettent une caractérisation plus poussée, 

mais les étapes d’extraction et de transestérification sont nombreuses et nécessitent un temps 

considérable (Elsey et al., 2007). 

I.4.1.1.3. Spectrométrie de fluorescence 

Il est possible de réduire la quantité d’échantillon et le temps de préparation par une mesure in 

situ des lipides des cellules (Elsey et al., 2007), notamment par fluorescence en ajoutant un 

colorant lipophile comme le rouge du Nil (Cooksey et al., 1987). La paroi cellulaire épaisse et 

rigide complique l’entrée du colorant dans les microalgues, ce qui nécessite l’appui d’un 

solvant comme le diméthylsulfoxyde (DMSO) (Chen et al., 2009). Même si une corrélation a 

été établie entre la fluorescence et la teneur totale en lipides des microalgues (Alonzo and 

Mayzaud, 1999; Cooksey et al., 1987), la prudence est recommandée dans l'interprétation de 

la grandeur (Cooper et al., 2010). L’efficacité de perméation du colorant dépend des souches 

car l’épaisseur membranaire varie d’une espèce à l’autre. Les colorants fluorescents sont 

également sensibles au photoblanchiment (perte de fluorescence) lors d’une exposition à la 

lumière. Ainsi, la détermination par fluorescence est au mieux une analyse qualitative et n'est 

pas une méthode très efficace pour quantifier les lipides (Mishra et al., 2014). Pour une mesure 

plus précise, une courbe d'étalonnage est construite : l'intensité de fluorescence est corrélée à 

la teneur en lipides intracellulaires préalablement déterminée par gravimétrie ou 

chromatographie qui nécessite, comme abordé au paragraphe précédent, une extraction des 

lipides neutres avec des solvants dangereux (Bertozzini et al., 2011). Il est aussi possible 

d’étalonner en diluant un étalon, mais la procédure est peu fiable car il faut considérer « les 

interférences de fluorescence causées par le milieu algal et/ou les pigments et la chlorophylle 

(Bertozzini et al., 2011) ». Un « blanc » commun à toutes les biomasses algales est impossible, 

car le milieu où « les microalgues sont remises en suspension est variable en fonction de l'âge 

cellulaire, des cellules mortes, des substances sécrétées et de la salinité (Bertozzini et al., 2011) 

». 

I.4.1.1.4. Spectrophotométrie 

Le dosage par la sulfo-phospho-vanilline (SPV) a été développé pour la première fois en 1937 

par Chabrol et Charonnat (Chabrol and Charonnat, 1937) pour mesurer les lipides dans le sérum 

et a ensuite été modifié dans plusieurs travaux de recherche (Drevon and Schmit, 1964; Frings 

and Dunn, 1970). Il a aussi été adapté pour permettre une analyse à haut débit de petits 

échantillons à l'aide d'un lecteur de microplaques (Cheng et al., 2011; Inouye and Lotufo, 

2006). Il se compose de deux étapes : 

• une première réaction entre les lipides et l’acide sulfurique concentré à haute 

température (hydrolyse) ; 

• une seconde réaction entre les produits dérivés et la vanilline avec de l’acide 

phosphorique (Anschau et al., 2017) suivie d’une mesure d’absorbance à 530 nm.  

Concernant le mécanisme réactionnel, (Knight et al., 1972) a proposé la formation d'un ion 

carbonium (carbocation alkyle [–CH2–C+H–]) lorsque les lipides insaturés réagissent avec 

l'acide sulfurique. (Johnson et al., 1977) ont suggéré un carbocation alcényle R1–C+H–
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CH=CH–R2 comme produit intermédiaire. Il est généralement admis que la présence d'une 

double liaison carbone-carbone est nécessaire pour que la réaction se produise. Cependant, des 

recherches supplémentaires sont requises car les composés saturés tels que les cérides et les 

triglycérides (TAG) ont réagi de manière inattendue (McMahon et al., 2013). Le protocole peut 

s’appliquer sur biomasse fraîche ou lyophilisée. Il ne requiert qu'une faible quantité 

d’échantillon, peu de temps (environ 1 h) et ne nécessite pas de solvants organiques (Anschau 

et al., 2017). L'un des intérêts majeurs est la faible spécificité : divers lipides peuvent être 

identifiés si des standards appropriés sont utilisés (McMahon et al., 2013). 

(Mishra et al., 2014) ont adapté la méthode pour quantifier rapidement les lipides dans les 

microalgues. Les teneurs en lipides de cinq espèces obtenues par dosage à la SPV ont été 

comparées à celles obtenues par extraction et transestérification des lipides (Bligh and Dyer, 

1959) suivies d'une chromatographie en phase gazeuse. Les valeurs étaient similaires avec des 

écarts  inférieurs à 5% (Mishra et al., 2014). Le protocole est à présent largement appliqué pour 

surveiller la teneur en lipides et évaluer l'influence des conditions de culture sur la production 

de lipides (Gao et al., 2019; Hernández-García et al., 2019; Rodas-Zuluaga et al., 2021). Malgré 

l'acceptation générale, il manque des données de validation appropriées pour cette méthode 

avec la biomasse. Seul (Anschau et al., 2017) a proposé une validation basée sur plusieurs 

critères dont la limite de détection. La robustesse de la méthode a été évaluée à l'aide d'un plan 

factoriel incluant trois variables : le volume de SPV, le temps de réaction et la température. Les 

effets de matrice ont également été étudiés par ajouts dosés d’étalon dans des échantillons de 

biomasse. 

I.4.1.2. Glucides 

I.4.1.2.1. Origine et rôle dans la cellule 

Les glucides sont des molécules organiques composées de carbone, d’hydrogène et d’oxygène 

de formule générique Cn(H2O)n classées en trois catégories (Figure 32) : les monosaccharides, 

les disaccharides et les polysaccharides. Les monosaccharides ou oses sont les sucres les plus 

simples avec trois à sept atomes de carbone et ne sont pas hydrolysables. Les disaccharides 

sont des combinaisons de deux monosaccharides. Les polysaccharides sont des combinaisons 

de plusieurs monosaccharides. 

 

Figure 32. Structure du glucose (Yikrazuul, 2009), du sucrose (NEUROtiker, 2007) et de 

l’amylose (Mattern, 2009) 
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Selon leur fonction et leur place dans la cellule, les glucides peuvent être trouvés dans les 

plastides comme réserve (par exemple l’amidon) ou les membranes (Ho et al., 2013) ou encore 

être sécrétés comme exopolysaccharides (EPS). La membrane extérieure de la cellule varie 

d’une espèce à l’autre, mais est généralement composée de polysaccharides comme la pectine 

(Figure 33), l’agar et l’alginate. L’intérieur de la membrane des microalgues contient en 

majorité de la cellulose et d’autres composants comme l’hémicellulose et les glycoprotéines 

(Yamada and Sakaguchi, 1982). Les EPS produits, souvent appelés mucilages, servent en 

théorie de protections face aux fluctuations environnementales (Laroche, 2022). 

(Hongpattarakere et al., 2012) ont supposé que les EPS produits pendant la croissance 

protégeaient les microalgues de la dessiccation. Comme pour les lipides et les protéines, la 

synthèse et la production des glucides dépend de l’espèce de microalgue et des conditions de 

culture avec la température, la lumière, la disponibilité des nutriments. Sous stress, « le carbone 

des microalgues est alloué à des composés riches en énergie comme les lipides et les glucides 

(Ho et al., 2013). » La production de glucides, favorisée par un stress comme une carence en 

nutriments, impacte toutefois la croissance algale. Ainsi, un compromis doit être trouvé entre 

production de biomasse et de glucides (Chen et al., 2013). 

 

Figure 33. Structure de la pectine (NEUROtiker, 2008) 

I.4.1.2.2. Analyse 

L’analyse des glucides repose en majorité sur des dosages colorimétriques avec la méthode à 

l’anthrone (Yemm and Willis, 1954), la méthode phénol-acide sulfurique (Dubois et al., 1956), 

la méthode au résorcinol (Monsigny et al., 1988) et la méthode au MBTH (Dean Pakulski and 

Benner, 1992). Chaque protocole commence par l’ajout d’un acide fort (acide chlorhydrique 

ou sulfurique) pour hydrolyser les polysaccharides en monosaccharides. Les sucres simples 

sont ensuite déshydratés par l’acide : les pentoses (sucres avec 5 carbones) sont convertis en 

furfural, et les hexoses (sucres avec 6 carbones) en 5-hydroxyméthylfurfural. Ces dérivés 

forment avec un réactif (anthrone, phénol ou résorcinol) un complexe coloré (Sørensen et al., 

2018) dont l’absorbance est mesurée à 490 nm pour le phénol (Dubois et al., 1956), 520 nm 

pour le résorcinol (Monsigny et al., 1988), 630 nm pour l’anthrone (Yemm and Willis, 1954) 

et 635 nm pour le MBTH (Dean Pakulski and Benner, 1992). En général, le glucose est utilisé 

comme étalon. 

La méthode de Dubois est la plus utilisée à ce jour, car elle est peu coûteuse et produit une 

couleur stable comparé aux dosages de l'anthrone et du résorcinol (Sørensen et al., 2018). La 

procédure a été appliquée à des microalgues (Ho et al., 2013; Laurens et al., 2012a; Templeton 

et al., 2012). Les lipides, les protéines et les pigments peuvent interférer et causer une sur ou 

sous-estimation (Templeton et al., 2012). Le dosage au MBTH (complexe bleuté) a été repris 

et testé sur de la biomasse algale (Van Wychen and Laurens, 2016), des microalgues marines 

(Mayers et al., 2018) et des algues rouges, vertes et marrons de Suède (Olsson et al., 2020). 

Les protéines n’interfèrent pas avec cette technique (Anthon and Barrett, 2002). 
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I.4.1.3. Protéines  

I.4.1.3.1. Origine et rôle dans la cellule 

Les protéines sont constituées d’une ou plusieurs chaînes d’acides aminés reliées par des 

liaisons peptidiques covalentes. Les protéines sont aussi appelées polypeptides (Alberts et al., 

2002). Il y a 20 types d’acides aminés dans les protéines en proportions variables à l’exception 

de la gélatine (National Research Council (US) Subcommittee on the Tenth Edition of the 

Recommended Dietary Allowances, 1989). Un acide aminé est composé d’un atome de 

carbone central (Cα) relié à un groupe aminé (-NH2), un groupe carboxyle (-COOH), un groupe 

latéral et un atome d’hydrogène (Figure 34). Lors de la déshydratation, les groupes aminés et 

carboxyle de deux acides aminés réagissent pour former une liaison peptidique et une molécule 

d’eau (Figure 35). Les chaînes latérales permettent une classification des acides aminés : 

polaires, apolaires, chargés, non chargés, avec un cycle aromatique (Alberts et al., 2002). 

 

Figure 34. Schéma simplifié d’un acide aminé (Alberts et al., 2002) 

 

 

Figure 35. Formation d’une protéine à partir de deux acides aminés (Alberts et al., 2002) 

Les protéines sont trouvées dans différentes parties de la cellule comme le cytoplasme, le 

chloroplaste, les organelles et la membrane (Safi et al., 2015). Le pyrénoïde est un complexe 

protéique responsable de la fixation photosynthétique du dioxyde de carbone via l’enzyme 

Rubisco (ribulose-1,5-bisphosphate carboxylase/oxygénase) (Amorim et al., 2021). 

I.4.1.3.2. Analyse 

Avant analyse, un prétraitement physique ou chimique est nécessaire pour extraire 

complètement les protéines. Elles peuvent ensuite être caractérisées par des méthodes 
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colorimétriques (Bradford, 1976; Lowry et al., 1951) ou par analyse des protéines brutes via la 

teneur en azote : « La teneur en protéines peut être estimée en multipliant la teneur en azote 

par 6.25. Ce facteur suppose que la teneur en azote des protéines est de 16% (Mariotti et al., 

2008) ». Cependant, les protéines ont des teneurs en azote variables en raison de compositions 

différentes en acides aminés. De plus, les microalgues ont d’autres composants azotés comme 

les pigments, les acides nucléiques, les acides aminés libres et l’azote inorganique (nitrate, 

nitrite et l’ammoniac), ce qui mène à une surestimation des protéines (Barbarino and Lourenço, 

2005). Les facteurs de conversion pour des macroalgues et des microalgues ont été situés entre 

3.75 et 5.72 (Lourenço et al., 2004, 2002). Une comparaison du dosage colorimétrique (Lowry 

et al., 1951) et d’une analyse élémentaire CHNS multipliée par un facteur de 4.78 (Lourenço 

et al., 2004) a été appuyée par une analyse des acides aminés. « La conversion par 4.78 donne 

une meilleure approximation de la teneur en protéines comparé à la méthode de Lowry qui 

surestime le contenu en protéine de 45% (Laurens et al., 2012b) ».  

« Les dosages colorimétriques reposent sur l'apparition d'un chromophore résultant soit de la 

liaison d'un colorant à une protéine, soit de la protéine impliquée dans une réaction 

d'oxydoréduction (González López et al., 2010). » Selon (Lowry et al., 1951), les protéines 

réagissent avec un premier réactif cuivrique alcalin (réactif de Lowry), puis avec le réactif de 

Folin-Ciocalteu composé de tungstate de sodium et de molybdate de sodium dans de l’acide 

phosphorique et de l’acide chlorhydrique (Villay, 2013). Les acides aminés aromatiques 

(tyrosine et tryptophane) sont réduits et forment un complexe coloré bleu foncé dont 

l’absorbance est mesurée à 750 nm. Le bleu de Coomassie change de couleur quand il se lie 

avec les acides aminés basiques (arginine, histidine, lysine) et les acides aminés hydrophobes 

dans les protéines. La liaison est le résultat des forces de van der Waals et d’interactions 

hydrophobes (Compton and Jones, 1985). La forme cationique (libre) du colorant est rouge. La 

forme anionique (liée à une protéine) est bleue. La mesure d’absorbance se fait à 595 nm 

(Bradford, 1976). Les détergents, les flavonoïdes et des tampons protéiques basiques peuvent 

interférer (Compton and Jones, 1985). L’accessibilité des protéines et des acides aminés 

aromatiques au réactif de Folin ainsi que la pertinence de l’albumine de sérum bovin comme 

étalon ont montré les limites de ces techniques (Laurens et al., 2012a). Des composants peuvent 

parasiter les mesures par une augmentation ou une diminution de l’absorbance, car ils inhibent 

certains réactifs. La précipitation des protéines par ajout d’acide trichloracétique (TCA) permet 

de limiter ce phénomène (Barbarino and Lourenço, 2005).  

I.4.2. L’activité biologique 

Dans cette thèse, la respirométrie est employée pour caractériser de manière plus poussée 

l’activité du consortium microalgues-bactéries. Elle permet de distinguer le rôle des 

microalgues et des populations bactériennes dans la production et la consommation d’oxygène. 

I.4.2.1. Respirométrie 

I.4.2.1.1. Généralités 

En traitement des eaux usées, les boues activées constituent une suspension floculée de matière 

organique et d’une population de microorganismes aérobie qui dégradent divers substrats via 

différents processus. La pollution biodégradable est majoritairement éliminée par oxydation. 
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Ainsi, la cinétique de consommation d’oxygène de la biomasse est un paramètre essentiel pour 

caractériser les boues activées et la réduction de la matière biodégradable (Spanjers, 2008).  

La respirométrie se base sur la mesure d’O2 dans la phase liquide. Le respiromètre est défini 

par la phase liquide, qui contient la biomasse, et la phase gazeuse, parfaitement mélangées 

(Loosdrecht et al., 2016). On trouve différents dispositifs plus ou moins complexes dans la 

littérature, mais un respiromètre peut consister en une simple enceinte agitée à température 

constante avec une sonde oxygène galvanique ou optique (Figure 36). La technique est simple 

à mettre en œuvre et peut durer de quelques minutes à plusieurs heures (Mainardis et al., 2021). 

 

Figure 36. Schéma d’un respiromètre simple 

Le système peut être ouvert ou fermé. Dans ce travail, on s’intéresse à la configuration fermée. 

Un échantillon de boues activées est prélevé et introduit dans un réacteur fermé aéré. Lors des 

essais respirométriques, différents protocoles sont appliqués avec variation des apports en 

substrat et de l’aération. 

Dans le réacteur fermé, le bilan global en oxygène s’exprime de la manière suivante : 

𝑑𝑂2
𝑑𝑡

= 𝑂𝑇𝑅 − 𝑂𝑈𝑅 

Équation 11 

Où O2 est la concentration en oxygène dissous dans la phase liquide (mg.L-1), t est le temps en 

secondes, OTR (Oxygen Transfer Rate) est le terme associé au transfert d’oxygène gaz-liquide 

(mg.L-1.s-1) et OUR (Oxygen Uptake Rate) est le terme associé à la consommation d’oxygène 

par la biomasse (mg.L-1.s-1). OTR peut être détaillé comme suit : 

𝑂𝑇𝑅 = 𝐾𝑙𝑎 ∗ (𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) 

Équation 12 

Où Kla est le coefficient de transfert d’oxygène (s-1), O2,sat est la concentration en oxygène 

dissous à saturation durant l’essai (mg.L-1) et O2 est la concentration en oxygène dissous (mg.L-

1). La concentration à saturation O2,eq peut être obtenue en aérant un milieu constitué d’eau 

claire jusqu’à atteindre une valeur d’oxygène dissous constante. 
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Ainsi, l’Équation 11 devient : 

𝑑𝑂2
𝑑𝑡

= 𝐾𝑙𝑎(𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) − 𝑂𝑈𝑅 

Équation 13 

I.4.2.1.2. Respiration endogène et exogène 

Le terme OUR se sépare en deux composantes : OURendo (vitesse de consommation endogène) 

et OURexo (vitesse de consommation exogène).  

𝑂𝑈𝑅 =  𝑂𝑈𝑅𝑒𝑛𝑑𝑜 +𝑂𝑈𝑅𝑒𝑥𝑜 

Équation 14 

En respirométrie, il y a une distinction entre respiration endogène et exogène. La respiration 

endogène est définie comme la consommation d’oxygène des microorganismes en l’absence 

de substrat. Les cellules utilisent alors leurs propres réserves, impliquant des phénomènes de 

décès et de lyse.  

Lors de la respiration exogène, un composé qui perd des électrons est oxydé, et un composé 

qui gagne des électrons est réduit. Un composé carboné (organique) est oxydé en CO2. 

L’oxygène est réduit en eau. L’oxydation d’un composé organique est réalisée par des bactéries 

hétérotrophes. Dans le cas de composés inorganiques comme l’ammonium NH4
+ et les nitrites 

NO2
-, il est question de bactéries autotrophes où le CO2 dissous est la source de carbone. Elles 

sont désignées comme AOB (Ammonia Oxydizing Bacteria) et NOB (Nitrite Oxydizing 

Bacteria) (voir paragraphe I.2.1.1. Les métabolismes bactériens). L’énergie libérée pendant la 

respiration est utilisée pour « la croissance cellulaire et les fonctions de maintenance comme la 

reproduction, la mobilité cellulaire, l'activité osmotique, etc., le taux de respiration est lié au 

taux de ces processus (Loosdrecht et al., 2016) ». 

L’Équation 13 devient alors : 

𝑑𝑂2
𝑑𝑡

= 𝐾𝑙𝑎(𝑂2,𝑒𝑞 − 𝑂2) − 𝑂𝑈𝑅𝑒𝑛𝑑𝑜 − 𝑂𝑈𝑅𝑒𝑥𝑜 

Équation 15 

I.4.2.1.3. Résolution du bilan massique en oxygène 

Dans un respiromètre simple, fermé (batch) et sans ajout de substrat, l’aération est mise en 

route jusqu’à ce que le milieu soit saturé en oxygène, puis elle est coupée pour obtenir la courbe 

de décroissance de la concentration en oxygène dissous (Spanjers, 2008). Le coefficient de 

transfert d’oxygène Kla s’annule et avec lui, le terme de transfert. OURendo, supposé constant, 

est dérivé de la pente de la courbe d’oxygène dissous. 

𝑑𝑂2
𝑑𝑡

= −𝑂𝑈𝑅𝑒𝑛𝑑𝑜 

Équation 16 
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Le terme de transfert peut ensuite être estimé. La culture est de nouveau aérée. Le taux en 

oxygène dissous augmente et tend vers la valeur de saturation. En traçant O2 en fonction de 

OUR + 
𝑑𝑂2

𝑑𝑡
 , on obtient une droite de pente −

1

𝐾𝑙𝑎
 et d'ordonnée à l'origine correspondante à la 

concentration à saturation en oxygène dans les conditions de l'essai. 

Les termes du bilan sont connus à part la vitesse de consommation exogène. Par ajout de 

substrat, OURexo peut être déterminé par la suite. 

I.4.2.2. Photorespirométrie 

I.4.2.2.1. Généralités 

Sous l’appellation de photorespirométrie, la méthode a été appliquée à des cultures pures de 

microalgues (Decostere et al., 2013; Schwerna et al., 2017) et à des consortiums microalgues-

bactéries en eaux usées (Flores-Salgado et al., 2021; Rossi et al., 2018; Sánchez-Zurano et al., 

2020) (Tableau 10). 

Microalgues - 

Bactéries 
Enceinte 

Milieu de 

culture 

Respiromètre,  

Intensité (μE.m2.s-

1), Jour/Nuit (min), 

T (°C), pH (-) 

Notes Références 

Scenedesmus 

almeriensis - 

Nitrifiantes et 

hétérotrophes 

Flacon 

1L-1.5L ; 

Colonne 

à bulles 

300 mL ; 

CHRA 

4.4 m3 ; 

Réacteur 

cascade 

fine 

couche 

1.4 m3 ; 

Réacteur 

tubulaire 

3 m3 

Milieu 

Arnon et 

Allen ; 

Lixiviat de 

résidus de 

culture ; 

Eaux usées 

primaires ; 

Lisier 

Fermé 80 mL 

I : LED 

J/N : 4/4 

T : 24-25 

Carence pour 

éliminer MO et 

NH4 

Aération entre 

j/n 

4 cycles j/n de 

4 min 

Ci = 0.5 g.L-1 

(Sánchez-

Zurano et 

al., 2020) 

Desmodesmus 

et Chlorella - 

Hétérotrophes 

CHRA 

70L 

Digestat 

liquide 

viticole 

Fermé 5 mL 

I : LED 

J/N : 120/120 

T : 25 

pH : 7.5 

Pas d’aération 

Milieu minéral 

BG11 modifié 

Biomasse 

centrifugée 

Ci = 187±10 

mgMVS.L-1 

(Flores-

Salgado et 

al., 2021) 

Chlorella sp., 

Scenedesmus 

sp. - 

Nitrifiantes et 

hétérotrophes 

Réacteur 

2L-75L ; 

CHRA  

1 m3 

Digestat 

liquide 

agricole et 

municipale 

Ouvert 250 mL 

I : Fluorescent 40.8-

59.2 

J/N : 15/10 

Aération 

Dilution avec 

milieu minéral 

(Rossi et 

al., 2018) 
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Chlorella sp., 

Scenedesmus 

sp. - 

Hétérotrophes 

CHRA  

 1 m3 

Digestat 

liquide 

Fermé 0.5 L 

I : Fluorescent et 

LED 

110 µE/m2/s 

J/N : 10/20 

T : 20°C 

pH : 8.5 

Aération 

Milieu minéral 

Incubation 20h 

et acclimatation 

30 min avant 

essai 

Biomasse 

centrifugée 

(Rossi et 

al., 2020a) 

Tableau 10. Paramètres de culture, caractéristiques de la biomasse et paramètres de la 

photorespirométrie 

Similaire à un respiromètre, le photorespiromètre est en verre ou autre matériau transparent et 

dispose aussi d’une source de lumière pour reproduire les périodes de jour et de nuit (Figure 

37). On distingue deux types d’essai : la photorespirométrie in situ et la photorespirométrie 

externe. 

Une mesure in-situ de l’oxygène dissous dans la culture permet de considérer le chenal entier 

comme un photorespiromètre et de profiter de l’alternance naturelle jour/nuit en extérieur 

(Rossi et al., 2020b). Les conditions opératoires (température, pH, intensité lumineuse…) très 

variables dans les systèmes en extérieur rendent cependant l’exploitation des données difficile. 

On n’obtient que la respiration globale du consortium sans pouvoir détailler les contributions 

de chaque population de microorganismes.  

Le protocole externe assure quant à lui une « standardisation » des conditions et des variations 

contrôlées pendant le test (Rossi et al., 2020b). Il permet de tester l’influence de paramètres 

précis comme la concentration des nutriments ou la durée du cycle jour/nuit. 

Dans le cas d’une étude au laboratoire dans des conditions relativement contrôlées (notamment 

une bonne connaissance des flux d’alimentation en eaux usées et de leurs concentrations en 

polluants), il est plus aisé de mettre en œuvre une mesure in-situ : on s’affranchit alors du 

recours à un respiromètre externe et on se base sur le pilote existant pour lequel les données 

d’oxygène dissous doivent être mesurées en continu et corrélées aux paramètres de 

fonctionnement. De plus, le consortium n’est pas perturbé du fait du prélèvement et les 

incertitudes liées à ce dernier sont évitées. Ainsi, on peut caractériser les flux d'oxygène au sein 

du réacteur avec ses propriétés hydrodynamiques et de transfert gaz/liquide propres. 

En fonction de l'objectif, on peut recourir à l’une ou l’autre des méthodes : 

• Une mesure in-situ permet de déterminer les flux globaux d’oxygène et donc l’activité 

du consortium dans les conditions opératoires. Cela peut être facilité au laboratoire ; 

• Une mesure en externe permet de discriminer plus finement les populations 

bactériennes et, en faisant varier les doses de substrat, l’intensité lumineuse, etc. de 

déterminer certains paramètres des modèles biocinétiques. 
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Figure 37. Schéma d’un photorespiromètre et des populations bactériennes et algales (Rossi 

et al., 2020b) 

I.4.2.3. Modélisation 

Dans cette thèse, nous déterminerons et étudierons l’activité du consortium microalgues-

bactéries en exploitant le chenal comme photorespiromètre dont les processus biologiques 

seront modélisés. 

Bien que les CHRA existent depuis des décennies, les mécanismes physiques, chimiques et 

biochimiques qui s’y déroulent, de même que les interactions microalgues-bactéries, sont 

moins compris que dans les systèmes conventionnels comme les procédés à boues activées. 

Pour ces derniers, le premier modèle issu d’un consensus de la communauté scientifique est 

l’Activated Sludge Model N°1 (ASM1) (Henze et al., 1987) qui a été développé pour simuler 

les procédés de conversion biochimiques et physico-chimiques au sein des bassins d’aération. 

Le modèle a ensuite été repris et adapté en de nouvelles versions, notamment ASM2, ASM2d, 

et ASM3 (Gujer et al., 1999; Henze et al., 1999).  

La modélisation des microalgues a été engagée pour une meilleure compréhension des 

microorganismes dans leur milieu naturel (Jørgensen, 1976; Steele, 1962), ou pour une 

optimisation en vue d’une production à l’échelle industrielle. Des revues récentes (Darvehei et 

al., 2018; Shoener, 2019) ont recensé les modèles disponibles pour simuler la croissance algale. 

En reprenant la structure des modèles ASM relatifs aux bactéries, un modèle ASM-A simulant 

la croissance des microalgues a été conceptualisé (Wágner et al., 2016). Plusieurs modèles se 

sont intéressés à l’influence de paramètres clés sur les microalgues comme la lumière 

(Nikolaou et al., 2016), l’oxygène dissous (López Muñoz and Bernard, 2021), les nutriments, 

le pH, le carbone minéral (Casagli et al., 2021a, 2021b). La lumière étant un facteur important 

dans la croissance des algues, des modèles ont été créés sur la relation photosynthèse-irradiance 

(P/I) et se distinguent en trois groupes en fonction des gradients de lumière et/ou la durée des 

cycles (Béchet et al., 2013; López Muñoz and Bernard, 2021). 

La plupart des modèles sur les microalgues se basent, comme les modèles ASM, sur l’équation 

de Monod (Monod, 1949) qui relie la vitesse de croissance et la concentration du substrat 

(Tableau 11) : 
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Équation Paramètres 

𝝁 = 𝝁𝒎𝒂𝒙 (
𝑺

𝑲𝑺 + 𝑺
) 

μ : vitesse de croissance (j-1) 

μmax : vitesse de croissance maximale (j-1) 

KS : constante de demi-saturation (g.m-3) 

S : concentration du substrat (g.m-3) 

Tableau 11. Équation de Monod et ses paramètres 

En incluant les bactéries et les microalgues, le modèle peut devenir très complexe car il faut 

prendre en compte tous les paramètres qui affectent les microorganismes (oxygène, CO2, 

carbone organique, pH, intensité lumineuse (Solimeno et al., 2017; Zambrano et al., 2016)). 

Un des premiers modèles développé pour décrire la croissance et la lyse des microalgues et des 

bactéries dans un CHRA est celui de (Buhr and Miller, 1983). La nitrification et la 

dénitrification ont été négligées (Buhr and Miller, 1983). Récemment, le modèle BIO_ALGAE 

(Solimeno and García, 2019) a été conçu sur la base des River Water Quality Model 1 

(RWQM1) (Reichert et al., 2001) et ASM3 (Iacopozzi et al., 2007) pour simuler les 

mécanismes des microalgues et des bactéries. Les précédents modèles se sont focalisés sur 

l’influence de la lumière sans considérer le carbone inorganique fourni par injection de CO2 

(Bitog et al., 2011). Toutefois, les CHRA sans apport externe de dioxyde de carbone sont 

limités en carbone (Buhr and Miller, 1983). Une avancée de BIO_ALGAE est l’inclusion du 

carbone inorganique comme substrat limitant. Cela a été implémenté avec le facteur de 

correction KC,ALG (constante de demi-saturation pour le carbone inorganique) dans l’équation 

de croissance des microalgues. La température, la photorespiration, les variations de pH, 

l’intensité lumineuse, l’atténuation de la lumière et le transfert gaz/liquide ont été considérés 

comme les principaux paramètres limitants (Solimeno et al., 2017). Il s’agit pour l’essentiel du 

modèle qui a été recodé et adapté pour représenter le comportement du chenal pilote étudié 

durant cette thèse par (Pham, 2018). 

La structure du modèle de (Casagli et al., 2021b) diffère des précédents modèles évoqués sur 

plusieurs aspects : représentation des phénomènes de limitations non-pas simplement par la 

multiplication de termes de Monod mais par la loi minimale de Liebig (de Baar, 1994), sous-

modèle de pH comprenant une spéciation chimique détaillée et mis en œuvre par un système 

de calcul algébrique, évaluation du processus d'évaporation et de son effet sur les composés 

dissous et en suspension. 

I.4.3. Conclusion 

Au cours de cette thèse, le parti pris a été de recourir à des méthodes aussi simples que 

possible pour caractériser la composition et l’activité de la biomasse. Que ce soient les 

méthodes colorimétriques pour la composition ou la photorespirométrie in-situ, des mises 

au point et la validation des méthodes ont été nécessaires. 
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I.5. La valorisation de la biomasse 

Avec le changement de paradigme de la simple station de traitement des eaux usées vers la 

récupération de ressources des eaux usées, les procédés basés sur les microalgues font l’objet 

d’un intérêt croissant du fait de certains atouts : 

• La sobriété énergétique du fait de l’absence d’aération mécanique du système (voir 

paragraphe I.2. Le consortium microalgues-bactéries) ; 

• La récupération de nutriments (N, P) au sein de la biomasse ; 

• La possibilité de valorisation énergétique de la biomasse produite ainsi que le captage 

de CO2. 

I.5.1. Les voies de valorisation de la biomasse 

I.5.1.1. La valorisation agricole et alimentaire 

La biomasse algale peut être valorisée dans de nombreux domaines. En agriculture, elle peut 

servir d’engrais pour fertiliser des sols pauvres, de manière similaire aux boues d’épuration 

issues de filières conventionnelles. Il faut toutefois s’assurer qu’elle ne contienne pas de 

métaux lourds ou d’autres polluants au risque de contaminer les sols (Muñoz and Guieysse, 

2006). 

Avec des teneurs pouvant atteindre celles de la viande, des œufs et du lait (Fleurence, 1999; 

Gouveia et al., 2008), les microalgues sont envisagées comme une source potentielle de 

protéines pour la nutrition de l’homme et de l’animal. En tant que premier maillon de la chaîne 

alimentaire (phytoplancton) pour les producteurs secondaires (poissons, crustacés...), les 

microalgues représentent le nutriment essentiel en aquaculture (Chader and Touzi, 2001). 

Chlorella vulgaris connaît un succès grandissant en tant que complément alimentaire grâce à 

sa teneur élevée en protéines (51-58% MS) et sa composition en acides aminés essentiels 

(Becker, 2007). En Europe, Spirulina, Odontella, Chlorella et Tetrasalmis chuii sont autorisées 

dans l’alimentation humaine (Gaudot et al., 2019). Cependant, la culture en eaux usées peut 

constituer un frein pour des raisons sanitaires, un possible manque d’acceptation du public ainsi 

que des exigences de qualité difficiles à garantir (Muñoz and Guieysse, 2006). Également 

sources de vitamines et de minéraux, les microalgues peuvent toutefois accumuler des éléments 

toxiques comme les métaux lourds. Des seuils stricts d'exposition ont été mis en place en 

Europe pour les métaux lourds, tels que le mercure, l'arsenic, le plomb et le cadmium, dans les 

aliments destinés à la consommation humaine (Bleakley and Hayes, 2017). 

I.5.1.2. La valorisation énergétique en biocarburant 

Face au changement climatique et l'épuisement des ressources fossiles, l'intérêt pour les 

énergies renouvelables s’est accru au fil des ans. Au début du XXème siècle, malgré le potentiel 

des biocarburants, les carburants fossiles se sont imposés par leur facilité d’extraction 

(Voloshin et al., 2016). Aujourd’hui, le débat autour des émissions de CO2 permet l’essor des 

biocarburants, ceux-ci étant considérés comme une alternative potentiellement pertinente aux 

fossiles. Le biocarburant peut servir d’additif ou de complément aux carburants fossiles. En 

2020, le volume de biocarburants incorporé a atteint 8.5% du volume de carburants (essence et 

gazole) mis à la consommation en France (Ministère de la transition écologique, 2020). 
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Les biocarburants sont classifiés en plusieurs « générations » selon la matière première, les 

procédés utilisés et leur date d’apparition sur le marché mondial de l’énergie (Voloshin et al., 

2016) : 

• La « première génération » provient de cultures alimentaires à base de sucre (canne à 

sucre, betterave et sorgho), d’amidon (maïs, blé et orge) ou d’huile (colza, tournesol) 

(Moodley, 2021). Se démarquent alors la filière bioéthanol (principalement à partir de 

betterave et de blé) et la filière biodiesel (à partir de colza) (Departe and Ollivier, 2011). 

Au cours des dernières années, elles ont été remises en cause, car leur production génère 

une compétition pour des cultures normalement destinées à l’alimentation. Elles 

requièrent ainsi des terres arables et de l’eau douce pour l’irrigation ; 

• Les biocarburants de « seconde génération » sont produits à partir de résidus agricoles 

et forestiers non comestibles, désignés comme biomasse lignocellulosique (Fokaides 

and Christoforou, 2016). L’utilisation de « déchet » est avantageuse, car il n’y a pas de 

terre, d’eau ou de fertilisant alloués spécifiquement pour produire du biocarburant. 

L’extraction des composants, en particulier de la cellulose, constitue l’étape 

problématique dans la chaîne (Voloshin et al., 2016) ; 

• La « troisième génération » fait référence aux microalgues qui sont prometteuses, car 

elles peuvent produire de la biomasse en grandes quantités avec un taux de croissance 

rapide. Leur productivité peut être jusqu’à 50 fois supérieure à Panicum virgatum, la 

plante terrestre à la croissance la plus rapide (Demirbaş, 2006; Nakamura, 2006). La 

culture d’algues n’accapare pas des surfaces normalement exploitées pour les 

productions agricoles. En agriculture, les récoltes se font deux à quatre fois par an, ce 

qui limite l’apport de matière première pour la production de biocarburant. La biomasse 

algale peut quant à elle être fournie à longueur d’année. Enfin, les algues peuvent être 

cultivées en eaux usées ou salées, ce qui peut en réduire l’impact sur les réserves d’eau 

douce (Schenk et al., 2008).  

Le besoin en carbone minéral des microalgues permettrait également de recycler les flux de 

CO2 sortant de certains procédés. Un kg d’algues est équivalent à 1.88 kg de CO2 capturé 

(Adamczyk et al., 2016). Toutefois, capturer le dioxyde de carbone n’est pas suffisant, il faut 

valoriser la biomasse algale avant qu’elle ne se décompose et génère à nouveau, de manière 

incontrôlée, du CO2 et potentiellement du CH4. Dans ce dernier cas, le bilan des émissions de 

gaz à effet de serre serait impacté (le méthane a un effet de serre 25 fois plus important que le 

dioxyde de carbone). 

Produire du biocarburant à partir de biomasse implique de considérer la chaîne dans son 

intégralité avec ses cinq étapes principales : la culture, la récupération, le séchage, l’extraction 

et la conversion en biocarburant (Figure 38). Pour déterminer la pertinence et les coûts d’une 

filière, il est nécessaire de prendre en compte les prétraitements, les réactifs indispensables, le 

fonctionnement et la maintenance des procédés. Pareillement, un bilan énergétique global de 

la voie « algues-à-biocarburant » doit englober tous les « entrants » et « sortants », même 

indirects (Ryan, 2009).  
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Figure 38. Chaînes potentielles de production de biocarburant à partir de biomasse algale 

(Ryan, 2009) 

I.5.1.2.1. La récupération 

Lors de cultures de microalgues, récupérer la biomasse constitue un défi en raison de la petite 

taille des cellules, de leur faible concentration, de la similitude de densité avec le milieu ainsi 

que des faibles vitesses de décantation. Cette étape représenterait ainsi 20-30% du coût de la 

biomasse algale (Mata et al., 2010; Narendra et al., 2010). Différentes approches ont été 

examinées pour séparer la biomasse du liquide, comprenant la coagulation, la floculation, la 

flottation, la centrifugation et la filtration avec les points forts et faibles récapitulés dans le 

Tableau 12. Sur la base de six critères (la quantité et la qualité de la biomasse, le coût, le temps, 

les espèces et la toxicité), une revue des techniques de récupération a conclu que la floculation 

et la décantation combinées était la meilleure option et la plus abordable (Singh and Patidar, 

2018). 
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•Séchage solaire
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•  Traitement mécanique

• Extraction par solvant

• Extraction par fluide 
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• Extraction enzymatique

• Traitement par ultrasons

• Choc osmotique
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•  Thermochimique
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• Pyrolyse

• Gazéification

• Liquéfaction

•Chimique

•Transestérification

•Biochimique

• Digestion anaérobie

• Fermentation
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Méthode Avantages Inconvénients 

Coagulation 

et floculation 

• Rapide et simple 

• Applicable à grande échelle 

• Moins de dommages cellulaires 

• Appliqué à une vaste gamme 

d’espèces 

• Moins d’énergie 

• Auto et biofloculation peuvent être 

peu coûteuses 

• Réactifs peuvent être coûteux 

• Dépend du pH 

• Difficile de séparer le 

coagulant et la biomasse 

récupérée 

• Efficacité dépend du 

coagulant utilisé 

• Recyclage limité du milieu 

• Contamination minérale ou 

microbienne possible 

Flottation 

• Applicable à grande échelle 

• Peu coûteux et prend peu d’espace 

• Rapide 

• Besoin de tensioactifs 

• Flottation réactive à l’ozone 

coûteuse 

Filtration 

• Taux de récupération élevé 

• Rentable 

• Pas de réactifs 

• Faible consommation d’énergie 

(filtre naturel ou pression) 

• Faible contrainte de cisaillement 

• Eau recyclée 

• Lent avec pression ou vide 

requis 

• Peu adapté aux microalgues 

• L’encrassement et le 

remplacement des membranes 

augmentent les coûts de 

maintenance 

• Haute consommation 

d’énergie (filtre à vide) 

Centrifugation 

• Rapide et simple 

• Taux de récupération élevé 

• Applicable à petite échelle 

• Applicable à toutes les microalgues 

• Coûteux et forte demande 

énergétique 

• Coûts d'exploitation et de 

maintenance élevés 

• Approprié pour les produits à 

haute valeur ajoutée 

• Lent et coûteux à grande 

échelle 

• Risque de dommages 

cellulaires 

Tableau 12. Avantages et inconvénients des techniques de récupération (Abdelaziz et al., 

2013; Barros et al., 2015; Singh and Patidar, 2018) 

La décantabilité des microalgues peut être améliorée en les combinant avec des bactéries, ce 

qui rend la biofloculation possible (Fallahi et al., 2021). Pendant la biofloculation, de larges 

flocs de bactéries et de microalgues se forment grâce à la sécrétion de substances polymériques 

extracellulaires (EPS) (Arcila and Buitrón, 2017), et sédimentent par gravité sans l’emploi de 

floculants métalliques ou chimiques. Par exemple, l’ajout d’une fraction de boues activées de 

plus en plus importantes à une culture de microalgues (ratio algues/boues activées 10:1, 5:1, 

1:1, 1:5) a accéléré la sédimentation (Su et al., 2012).  Lors de la culture de Chlorella vulgaris, 

l’abattement des MES est passé de 14.3 ± 3.5% à 93.0 ± 5.5% entre un effluent stérilisé et un 

effluent non stérilisé avec des bactéries (Nguyen et al., 2019). Dans le CHRA, les bactéries 

sont naturellement présentes via les eaux usées, ce qui rend ce processus de biofloculation assez 

aisé à mettre en œuvre. Lors des précédentes expériences menées dans notre laboratoire, 
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l’ensemencement de la culture avec une combinaison de microalgues récupérées sur la paroi 

d’un clarificateur secondaire et des boues activées a permis d’obtenir des performances 

satisfaisantes de sédimentation sans ajout de réactif (Pham et al., 2021, 2019). 

I.5.1.2.2. Le séchage 

Après récupération, la biomasse doit être rapidement séchée pour éviter qu’elle ne se dégrade 

et prolonger la durée de conservation (Fasaei et al., 2018). Diverses méthodes de séchage ont 

été testées avec les principales listées dans le Tableau 13. 

Méthode et principe Avantages Inconvénients 

Séchage au soleil : 

Exposition directe au 

soleil 

• Économique • Grandes surfaces de séchage 

• Lent 

• Dépendant de la météo 

• Surchauffe 

• Changement de texture et de 

couleur 

Séchage par convection : 

Air chaud 

• Pratique • Dégradation de la biomasse 

Séchage par atomisation : 

Gouttelettes en contact 

avec air chaud 

• Séchage rapide et 

efficace 

• Composé à haute 

valeur ajoutée 

• Energivore 

Lyophilisation : 

Congélation et mise sous 

vide de la biomasse 

• Biomasse de haute 

qualité 

• Broyage simultané 

• Lent 

• Coûteux 

Tableau 13. Avantages et inconvénients des méthodes de séchage (Kim and Kim, 2022) 

Le séchage solaire est considéré comme la technique la plus simple et économique (Schmid et 

al., 2022). C’est un processus lent et peu énergivore qui requiert de grandes surfaces. 

Cependant, avec les problèmes de surchauffe associés, la biomasse peut être dénaturée et 

décolorée car la chlorophylle des microalgues est décomposée (Kim and Kim, 2022).  

Lors du séchage par atomisation, le liquide est pulvérisé en gouttelettes vers le bas dans une 

colonne verticale et rentre en contact avec un courant d’air chaud pour évaporer l’eau. Cette 

méthode est choisie pour des composés à haute valeur ajoutée, mais les coûts de 

fonctionnement sont élevés (Milledge and Heaven, 2013).  

Le séchage par convection consiste à faire passer un courant d’air chaud par convection à 

travers la biomasse comme dans un four (Bagchi et al., 2015), un micro-ondes (Villagracia et 

al., 2016) ou un séchoir à tambour (Silva et al., 2019). La dénaturation des cellules algales peut 

être évitée en séchant dans une gamme de température optimale - comprise par exemple entre 

60-80°C pour Chlorella vulgaris par séchage au four (Hosseinizand et al., 2018). 

La lyophilisation consiste à éliminer l’eau d’un produit en associant le froid et le vide et se 

déroule en 2 étapes. La biomasse est d’abord congelée, puis mise sous vide. La pression 
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descend sous le point triple, l’eau passant de l’état solide à l’état de vapeur (sublimation). C’est 

une méthode de séchage douce qui donne un produit final sec et stable, mais elle n’est employée 

que lorsqu’il faut préserver les propriétés de la biomasse car le matériel est coûteux et la 

dépense énergétique élevée (Ryckebosch et al., 2011). 

En parallèle des techniques conventionnelles de séchage, de nouvelles méthodes sont 

développées et appliquées à la biomasse algale : le séchage hybride qui combine solaire et air 

chaud (Schmid et al., 2022), le séchage flash (Ljubic et al., 2019), le séchage infrarouge 

(Ghnimi et al., 2019). 

Concernant la composition de la biomasse obtenue, le procédé de séchage choisi n’a que peu 

d’impact. Dans l’étude de (Guldhe et al., 2014), le protocole de séchage (lyophilisation, 

convection et solaire) n’a pas eu d’impact significatif sur la teneur en lipides de Scenedesmus 

sp. après extraction . De la même façon, une étude de Nannochloropsis sp. avec un séchage au 

soleil, au four et par lyophilisation a conclu que la technique n’a pas influencé de manière 

significative les rendements lipidiques (Balasubramanian et al., 2013). 

I.5.1.2.3. L’extraction 

Avant la conversion, il faut extraire le contenu stocké dans les cellules protégées par une 

épaisse paroi. Les membranes doivent donc être rompues pour que les molécules d’intérêt 

soient accessibles aux solvants (Dejoye, 2013). La déstructuration cellulaire peut être 

mécanique ou non-mécanique (Tableau 14). Les caractéristiques de la biomasse comme sa 

teneur en eau vont orienter le choix de la technique. 

Technique non 

mécanique 

Acide ou base 

Enzyme 

Choc osmotique 

Technique mécanique 

Micro-ondes 

Autoclave 

Ultrasons 

Champs électriques pulsés 

Tableau 14. Techniques de déstructuration cellulaire des microalgues (Dejoye, 2013) 

I.5.1.2.4. La conversion en biocarburant 

Après récupération et prétraitement, la biomasse peut être convertie en biocarburant selon 

différents procédés dits thermochimique, chimique ou biochimique (Figure 39). Le choix de 

la conversion va s’appuyer sur la nature de la ressource et la quantité, la forme d’énergie 

voulue, l’aspect économique et l’application attendue (Brennan and Owende, 2010). 
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Figure 39. Voies de valorisation énergétique de la biomasse (Muñoz and Guieysse, 2006) 

I.5.2. Les conversions thermochimiques 

La conversion thermochimique fait référence à la décomposition thermique d’un composé 

organique pour former du biocarburant et comprend la combustion, la gazéification, la 

liquéfaction et la pyrolyse (Ram and Mondal, 2022). La teneur en matière sèche de la biomasse 

algale doit être d’environ 80%, ce qui nécessite un séchage en amont.  

I.5.2.1. La combustion 

La combustion constitue une approche thermochimique, car il s’agit d’« une oxydation totale 

de la biomasse en CO2 et H2O, qui correspond à une pyrolyse à haute température convertissant 

la biomasse en gaz, suivie d'une combustion des gaz (Déglise, 1982) ». La biomasse est 

décomposée en présence d’air dans un four, une chaudière ou une turbine à vapeur à plus de 

800°C et convertie en gaz (Brennan and Owende, 2010). La combustion n’est possible que si 

le taux d’humidité est <50% (Goyal et al., 2008). Les gaz produits doivent être utilisés 

immédiatement, car ils ne peuvent pas être stockés (Malcata et al., 2018). Cette technique 

nécessite de prétraiter la biomasse par séchage, hachage et broyage pour la densifier, ce qui 

augmente les coûts et la dépense énergétique et la rend peu adaptée à des matériaux humides. 

Quelques études se sont intéressées à la combustion de la biomasse algale seule comme 

Chlorella vulgaris (Chen et al., 2011), mélangée à du charbon (Gao et al., 2016; Tahmasebi et 

al., 2013) et à des résidus agricoles (López et al., 2013). 

I.5.2.2. La pyrolyse 

La pyrolyse est la décomposition thermique de la biomasse en absence d’air à des températures 

de 380°C à 530°C. Les produits formés sont des condensables (goudrons, huile de 

pyrolyse/bio-huile), des gaz non condensables (CO, H2, CO2, CxHy) et du charbon riche en 

carbone. La répartition et la composition des produits dépendent des conditions opératoires 

(Jendoubi, 2011). Une pyrolyse avec une vitesse de chauffe lente sur une longue durée va 

favoriser le charbon avec des quantités modérées de condensables. Une pyrolyse à vitesse de 

chauffe élevée sur une courte durée favorise les produits liquides. On distingue la pyrolyse 

lente et rapide (flash) (Maggi and Delmon, 1994). Il y a un intérêt pour l’huile de pyrolyse 

comme biocarburant, mais elle est instable thermiquement et se dégrade avec le temps. Elle a 



Partie I :  Bibliographie 

79 

un faible pouvoir calorifique, un pH bas (environ 2) et une teneur en eau (25%) et en oxygène 

élevée (35%). Pour être utilisée comme biocarburant, elle nécessite d’être raffinée (Wertz, 

2013). 

La pyrolyse a été étudiée avec différentes espèces de microalgues (Gong et al., 2014), avec un 

catalyseur (Hu et al., 2014; Thangalazhy-Gopakumar et al., 2012) et combinée à des micro-

ondes (Beneroso et al., 2013). Bien qu’elle soit adaptée à des biomasses sèches et pauvres en 

cendres comme le bois, la méthode est peu appropriée aux ressources humides.  

I.5.2.3. La gazéification 

Lors de la gazéification, la biomasse est oxydée partiellement en présence d’oxygène ou d’air 

ou de vapeur d’eau à des températures élevées (800-1300°C) en un produit gazeux hautement 

inflammable (Varfolomeev and Wasserman, 2011). La gazéification se distingue de la 

pyrolyse, car le carbone est totalement converti en gaz sans production de liquide ou solide (en 

dehors des cendres). Aussi, elle se différencie de la pyrolyse seule, en absence d’agent oxydant, 

et de la combustion, qui se fait en présence abondante d’agent oxydant. Le gaz de synthèse ou 

« syngas » est constitué de CO2, CO, H2, CH4 et d’autres composés. Il peut être brûlé ou utilisé 

dans une étape de synthèse catalytique permettant la production de carburants liquides.  

La matière organique doit avoir une teneur en eau inférieure à 10-15% (McKendry, 2002), 

sinon l’efficacité du procédé et le bilan énergétique sont impactés. 

I.5.2.4. La liquéfaction 

La liquéfaction a lieu entre 250 et 400°C et à des pressions de 10 à 25-30 MPa avec une durée 

pouvant aller de quelques secondes à plusieurs dizaines de minutes (Han et al., 2019). 

L’avantage de cette technique est que la biomasse algale humide (teneur en eau de 80%) est 

directement convertie en bio-huile sans séchage (Goswami et al., 2019). Des additifs peuvent 

être introduits pour favoriser la réaction. L’eau est le solvant le plus utilisé pour la liquéfaction. 

Le procédé permet ainsi d’obtenir « des composés organiques hydrophobes, regroupés sous la 

dénomination de bio-huile qui est ensuite raffinée, un résidu solide appelé char, une phase 

aqueuse contenant de la matière organique sous forme de composés polaires dissous, et une 

phase gazeuse minoritaire et principalement formée de CO2 ». Plusieurs paramètres comme la 

température, la pression, la durée, la nature et la composition de la biomasse, et l’utilisation de 

catalyseur affectent le rendement en bio-huile dans la liquéfaction de la biomasse algale (Han 

et al., 2019). 

I.5.3. La conversion chimique : la transestérification 

I.5.3.1. Le biodiesel 

Les paramètres à considérer en priorité pour caractériser un biodiesel sont la qualité de 

l'inflammation (indice de cétane), les propriétés d'écoulement à froid et la stabilité à l'oxydation 

(Hu et al., 2008b). 

L’indice de cétane est un paramètre important pour évaluer la qualité d’un carburant pour un 

moteur Diesel. Sur une échelle de 0 à 100, il détermine la capacité d’un carburant à s’auto-

enflammer quand il est injecté dans le moteur Diesel. Plus l’indice de cétane est élevé, 
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meilleure est la capacité d’auto-inflammation du carburant. Le biodiesel a un meilleur indice 

de cétane que le diesel conventionnel. « Ses propriétés sont très similaires au diesel dérivé du 

pétrole. Son utilisation met en évidence des émissions réduites de particules, de monoxyde de 

carbone CO et d’oxyde de soufre SOx, mais des émissions plus importantes d’oxyde d’azote 

NOx (Sheehan et al., 1998) ». En France en 2020, le biodiesel représente 64% des volumes de 

biocarburants incorporés dans les carburants (Ministère de la transition écologique, 2020). 

Le profil des acides gras influence les caractéristiques du biocarburant. Ainsi, leur degré de 

saturation améliore la stabilité à l’oxydation et l’indice de cétane, mais donne des propriétés à 

basse température médiocres. Un biodiesel avec beaucoup d’acides gras polyinsaturés (AGPI) 

a de meilleures caractéristiques d’écoulement à froid, mais il est plus sensible à l’oxydation, et 

donc plus instable (Hu et al., 2008b).  

I.5.3.2. Les triglycérides 

Parmi les lipides, les triglycérides, autrement appelés triacylglycérols ou TAG, sont les 

molécules d’intérêt pour le biodiesel produit par transestérification (voir paragraphe I.4.1.1. 

Lipides). Les TAG sont constitués d'une molécule de glycérol et de trois acides gras identiques 

ou différents. Les acides gras sont désignés par la lettre C et deux chiffres : le premier est pour 

le nombre d'atomes de carbone et le second est pour le nombre de doubles liaisons (Deshmukh 

et al., 2019). Ce sont des chaînes carbonées allant de 4 à 22 atomes de carbone. Sans doubles 

liaisons, les acides gras sont saturés (AGS). Avec une ou plusieurs doubles liaisons, il s'agit 

respectivement d'acides gras monoinsaturés (AGMI) ou d'acides gras polyinsaturés (AGPI). 

Dans des conditions favorables, les acides gras sont synthétisés par les microalgues, en priorité 

pour l’estérification en lipides membranaires à base de glycérol (Hu et al., 2008a). Toutefois, 

face à un stress, les microalgues modifient leur métabolisme pour favoriser la production et 

l’accumulation des lipides neutres, principalement sous forme de triacylglycérol (TAG) (Hu et 

al., 2008a), ceux-ci servent de forme de stockage de carbone et d'énergie. Les acides gras les 

plus synthétisés par les microalgues ont des longueurs de chaîne allant de C16 à C18 (Hu et 

al., 2008a). 

I.5.3.3. La réaction de transestérification 

Lors de la transestérification schématisée ci-dessous (Figure 40), les triglycérides sont 

mélangés à froid à un alcool (en général, le méthanol) en présence d’un catalyseur acide ou 

basique. Les trois chaînes d’acides gras se séparent du glycérol pour se fixer sur l’alcool, 

produisant ainsi du glycérol et du biodiesel (esters méthyliques d’acides gras (EMAG)). Les 

trois étapes qui s’enchaînent sont : la conversion des triglycérides en diglycérides suivie de la 

conversion des diglycérides en monoglycérides, qui sont convertis en glycérol. La réaction 

n’étant pas totale, quelques produits intermédiaires peuvent se retrouver dans la composition 

finale (Richard, 2011). Pour éliminer les deux étapes séparées d’extraction et de 

transestérification des lipides et ainsi simplifier le procédé, une transestérification dite directe 

ou in-situ sur des microalgues, en utilisant l’alcool pour extraire et transestérifier les lipides, a 

été étudiée (Mohamadzadeh Shirazi et al., 2017; Wahlen et al., 2011). Le bien-fondé de la 

transestérification de la biomasse algale repose sur la technologie employée, la stratégie choisie 

et le rapport bénéfice/coût du système (Eloka-Eboka and Inambao, 2017). 
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Figure 40. Réaction de transestérification de triglycérides avec un alcool (R-OH) avec R1, 

R2 et R3 des groupements alkyles présents dans les acides gras (Richard, 2011) 

La transestérification peut être catalytique, non-catalytique ou enzymatique. D’une part, une 

réaction non-catalytique se fait en phase supercritique avec des dépenses supplémentaires en 

énergie pour atteindre de telles conditions. D’un autre côté, les enzymes ont un coût élevé, 

peuvent être inhibées par l’eau et l’alcool et ont des cinétiques de réaction lentes. Ainsi, la 

transestérification avec catalyseur est en général privilégiée. 

Les catalyseurs peuvent être classés en plusieurs catégories : acide ou basique, hétérogène ou 

homogène. Les catalyseurs hétérogènes (solides) acides (les zéolites échangeuses de protons, 

les oxydes métalliques ZrO2 et SnO) ou basiques (les zéolites échangées avec des cations, les 

oxydes alcalino-terreux CaO, MgO, ZnO, les sels de métaux immobilisés et hydroxydes) 

peuvent être facilement séparés du milieu réactionnel et avoir une durée de vie plus ou moins 

longue. Réutiliser le catalyseur hétérogène permet de diminuer les dépenses de la chaîne en 

termes de production et de traitement. Ils ont, en règle générale, un coût d’achat plus élevé que 

les catalyseurs homogènes (Richard, 2011).  

Les catalyseurs homogènes sont les plus employés, ceux-ci incluant l’acide sulfurique H2SO4 

(pureté 98%), l’acide chlorhydrique HCl (pureté 35%), l’hydroxyde de potassium KOH et 

l’hydroxyde de sodium NaOH (Tien Thanh et al., 2022). Les catalyseurs homogènes basiques 

sont actifs à des températures modérées et ont un coût raisonnable (Richard, 2011). En présence 

d’acide gras libres (les acides gras sont qualifiés de « libres » lorsqu’ils ne sont pas fixés à 

d’autres molécules), ils peuvent former des savons (saponification), ce qui impacte le 

rendement de la transestérification et complique la séparation et la purification des esters. Les 

catalyseurs homogènes acides ont l’avantage de ne pas donner lieu à une saponification. Ils 

sont cependant corrosifs pour les installations, ont un temps de réaction plus long (au-delà de 

3h) et nécessitent une température supérieure à 100°C (Richard, 2011).  

I.5.3.4. Le biodiesel à partir de microalgues et bactéries 

Plusieurs espèces de microalgues ont été placées dans des configurations variées 

(carence/abondance en nutriments, carence en azote, conditions hétérotrophes) pour déterminer 

leur teneur et leur productivité lipidique. Mais, seules quelques-unes ont été cultivées en eaux 

usées (Olguín, 2012). Bien qu’elles soient nombreuses, il n’est pas réellement pertinent de citer 

des études traitant des microalgues seules, car les rendements rapportés sont supérieurs aux 

consortiums microalgues-bactéries. En général, les expériences ont été menées en 
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photobioréacteurs dans des conditions contrôlées, et ne sont pas représentatives du système 

envisagé dans cette thèse. 

Outre l’intérêt des consortiums pour traiter les eaux usées, la combinaison des microorganismes 

produit une biomasse plus riche en lipides. Par exemple, la culture en eaux usées de Chlorella 

vulgaris et de boues activées dans des réacteurs SBR a montré que les microalgues et bactéries 

ont presque doublé le rendement en lipides (0.14 g.L-1) comparé aux microalgues seules (Leong 

et al., 2018). Par ailleurs, les boues activées seules ont atteint 0.08±0.02 glipides.gMES-1 contre 

0.28±0.02 glipides.gMES-1 pour les microalgues (Leong et al., 2018). Le phénomène est 

observé dans d’autres études (Hu et al., 2023). Ainsi, la transestérification de biomasse 

microalgues-bactéries (cultivée en eaux usées synthétiques) a fourni les meilleurs AG (acide 

pentadécanoïque, palmitique, stéarique et oléique) pour le biodiesel. La proportion d’acide 

oléique (47.4%) a été plus élevée que dans la biomasse algale seule (24%), ce qui est bénéfique 

car l’acide oléique est particulièrement recherché pour le biodiesel (Hu et al., 2023). En suivant, 

la transestérification in-situ de granulés de Scenedesmus FACHB-416-boues activées a abouti 

à un rendement en biodiesel de 66.2±1.1 mg.gMES-1, qui est supérieur aux boues activées 35.4 

±1 mg.gMES-1 (Liu et al., 2018). 

I.5.4. Les conversions biochimiques 

Parmi les conversions biochimiques, la fermentation alcoolique et la digestion anaérobie 

décrites ci-dessous ont des similarités : ce sont des procédés où des microorganismes 

décomposent sans oxygène des macromolécules en molécules simples. Pour éviter la 

confusion, les éléments clés qui permettent de différencier les deux sont résumés dans le 

Tableau 15 ci-dessous. 

Procédé Digestion anaérobie Fermentation 

Microorganismes 

impliqués 
Bactéries / archées Levures 

Etapes 
Hydrolyse, acidogénèse, 

acétogénèse, méthanogénèse 
Glycolyse et fermentation 

Produits 
Biogaz (CO2 et CH4) et 

digestat 
Ethanol et CO2 

Tableau 15. Différences entre la fermentation alcoolique et la digestion anaérobie 

I.5.4.1. La fermentation alcoolique 

I.5.4.1.1. Le bioéthanol 

L’éthanol ou l’alcool éthylique est de formule : C2H5OH ou CH3-CH2-OH. En France, la 

betterave à sucre et les céréales (blé, maïs) sont les principales biomasses employées pour la 

production de bioéthanol (Ministère de la Transition écologique et de la Cohésion des 

territoires, 2022). Le bioéthanol est habituellement incorporé à l’essence pour améliorer les 

émissions de gaz polluants (Hossain et al., 2015). Il contient 35% d’oxygène, ce qui réduit les 

émissions de particules et d’oxydes d’azote lors de sa combustion (Demirbas and Demirbas, 

2010). En France, il est introduit dans les essences commerciales en mélange (Ministère de la 

Transition écologique et de la Cohésion des territoires, 2022) : 
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• De manière systématique dans le SP95-E5 (5%) et le SP95-E10 (10%) 

• À haute teneur dans le carburant superéthanol E85, qui contient entre 65 et 85% en 

volume d’éthanol 

En 2020, l’éthanol représente 19% des volumes de biocarburants incorporés dans les carburants 

(Ministère de la transition écologique, 2020). 

I.5.4.1.2. Les glucides 

Lors de la fermentation, les composés transformés sont les glucides. Ceux-ci (voir paragraphe 

I.4.1.2. Glucides) englobent une large gamme de sucres, d'amidons et de fibres. Les composés 

d’intérêt chez les microalgues sont l’amidon, le glycogène et la cellulose, trois polymères 

naturels du glucose. Certaines espèces sont dotées d’une paroi cellulaire riche en cellulose qui 

peut servir pour la production d’éthanol. Les microalgues ont l’avantage de ne pas contenir de 

lignine, un composant difficile à dégrader et non fermentable. Quelques microalgues comme 

Chlorella, Dunaliella, Chlamydomonas, Scenedesmus et Spirulina (Tableau 16) peuvent 

stocker l’amidon et le glycogène en grandes quantités (jusqu’à 50% de matière sèche) (Ueda 

et al., 1996). Les teneurs annoncées sont indicatives, car elles dépendent de la souche et des 

conditions de culture.  

Espèce de microalgue 
% amidon après 

extraction (g.gMES-1) 
Référence 

Algue verte NKG 121701 >50.0   (Matsumoto et al., 2003) 

Chlamydomonas 

reinhardtii UTEX 90 
53.0   (Kim et al., 2006) 

C. reinhardtii UTEX2247 45.0   (Hirano et al., 1997) 

C. reinhardtii 17.0   (Spolaore et al., 2006)  

Chlorella vulgaris 12.0–17.0   (Spolaore et al., 2006) 

C. vulgaris 37.0   (Hirano et al., 1997) 

Chlorella sp. TISTR 8262 21.5   (Rodjaroen et al., 2007) 

Chlorella sp. TISTR 8485 27.0   (Rodjaroen et al., 2007) 

Synechococcus sp. 15.0   (Spolaore et al., 2006) 

Chlorococcum sp. 

TISTR8583 
26.0   (Rodjaroen et al., 2007)  

Scenedesmus sp. TISTR 

8982 
13.3   (Rodjaroen et al., 2007)  

S. acuminatus TISTR 8457 7.3   (Rodjaroen et al., 2007)  

S. acutiformis TISTR 8495 16.4   (Rodjaroen et al., 2007)  

S. arcuatus TISTR 8587 12.9   (Rodjaroen et al., 2007)  

S. obliquus TISTR 8522 23.7   (Rodjaroen et al., 2007)  

Nostoc sp. TISTR 8872 30.7   (Rodjaroen et al., 2007)  

N. maculiforme TISTR 8406 30.1   (Rodjaroen et al., 2007)  

N. piscinale TISTR 8874 17.4   (Rodjaroen et al., 2007)  

Oscillatoria sp. TISTR 8869 19.3   (Rodjaroen et al., 2007)  

O. jasorvensis TISTR 8980 9.7   (Rodjaroen et al., 2007)  

Spirulina fusiformis 37.3–56.1   (Rafiqul et al., 2003) 

Tableau 16. Teneur en amidon des microalgues (John et al., 2011) 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852410011429#bib46
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I.5.4.1.3. Les réactions d’hydrolyse et de fermentation 

L’amidon dans les chloroplastes ou la cellulose dans la paroi cellulaire ne sont pas directement 

fermentescibles (Jacob-Lopes et al., 2018). Ainsi, avant d’être fermentés, les glucides sont 

décomposés en sucres simples (glucose) par hydrolyse chimique (acide ou basique) ou 

enzymatique. « L’hydrolyse acide est rapide, facile à mettre en œuvre et peu coûteuse, mais 

avec l’acidité, les sucres peuvent être dégradés en composés indésirables et inhiber la 

fermentation. L’hydrolyse enzymatique est lente et coûteuse, mais plus respectueuse de 

l’environnement et peut conduire à de meilleurs rendements en sucres sans produits 

indésirables (Ho et al., 2013) ».  

Lors de la fermentation alcoolique (Figure 41), des enzymes appelées zymases transforment 

le glucose en éthanol. En général, Saccharomyces cerevisiae est utilisée (Demirbas and 

Demirbas, 2010). La réaction est effectuée en milieu anaérobie à 30°C. 

 

Figure 41. Réaction de fermentation alcoolique (Davidcarmack, 2013) 

La réaction décrite dans la Figure 41 se décompose en trois étapes : 

1. Le glucose est décomposé en deux pyruvates par la réaction de glycolyse 

C6H12O6 + 2 ADP + 2 Pi + 2 NAD+ → 2 CH3-CO-COO- + 2 ATP + 2 NADH + H+  

Équation 17 

2. L'énergie de ces réactions exothermiques est utilisée pour lier les phosphates 

inorganiques à l'ADP et convertir le NAD+ en NADH. Le pyruvate est ensuite 

décomposé en acétaldéhyde et dégage du CO2 

CH3-CO-COO- + H+ → CH3CHO + CO2  

Équation 18 

3. L’acétaldéhyde est réduit en éthanol et le NADH est réoxydé en NAD+ 
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CH3CHO + NADH + H+ → C2H5OH + NAD+ 

Équation 19 

Enfin, une distillation permet de récupérer et concentrer l’éthanol en éliminant l’eau et les 

autres impuretés (John et al., 2011). 

I.5.4.2. La digestion anaérobie 

I.5.4.2.1. Le biogaz 

Le biogaz est un gaz naturel et renouvelable qui résulte de la décomposition de matière 

organique en absence d’oxygène. 1 m3 de biogaz correspond à 0.5-0.6L d’essence ou 6kWh. 

Le mélange est composé de 50 à 60% de méthane (CH4), 40 à 50% de dioxyde de carbone 

(CO2) et de petites quantités de vapeur d’eau, de sulfure d’hydrogène (H2S), d’ammoniac et 

autres gaz (Anukam et al., 2019). En règle générale, si la biomasse est riche en lipides, 70% de 

CH4 est attendu ; en protéines, 64% de CH4 est attendu ; en glucides, 50% de CH4 est attendu 

(Buswell and Neave, 1930). Le mélange gazeux est enfin destiné à des multiples usages 

(ADEME, 2021) : 

• Après traitement, biométhane injecté dans le réseau de gaz. En France, en 2021, le 

biométhane représente 0,92% de la consommation de gaz naturel (Syndicat des énergies 

renouvelables et al., 2021) 

• Combustible de moteur à cogénération pour produire de la chaleur et de l’électricité ; 

• Combustible de chaudière pour générer de la chaleur 

• Carburant pour les automobiles (bio Gaz Naturel Véhicule : bioGNV) 

I.5.4.2.2. La réaction 

La digestion anaérobie correspond à la dégradation de biomasse en absence d’oxygène par des 

microorganismes qui mène à la formation de biogaz. Aussi appelée méthanisation, elle peut 

être séparée en 4 étapes : l’hydrolyse, l’acidogenèse, l’acétogenèse et la méthanogenèse 

(Figure 42).  

• Pendant l’hydrolyse, les polymères organiques (glucides, lipides, protéines) sont 

dégradés en molécules plus simples (sucres, acides gras, acides aminés) par des 

bactéries anaérobies strictes comme Clostridium sp., et des espèces anaérobies 

facultatives comme Acetobacter sp. ou Streptococcus sp. 

• Lors de l’acidogenèse, les bactéries acidogènes ou fermentatives (Bacillus sp., 

Enterobacter sp. et Clostridium sp.) convertissent ces composés en acides gras volatils 

(acétate, propionate, butyrate), en alcools (éthanol, butanol), en acides organiques 

(lactate) en dihydrogène, en dioxyde de carbone et en ammoniac  

• Les bactéries acétogènes les décomposent ensuite en acide acétique, dihydrogène et 

dioxyde de carbone 

• Quand la méthanogenèse a lieu, les bactéries méthanogènes produisent alors du 

méthane 
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Figure 42. Liens entre la fermentation obscure, la fermentation « acidogénique » et la 

digestion anaérobie (Turon, 2015) 

Il s’agit d’un processus qui a naturellement lieu dans certains milieux (marais…) ou peut être 

mis en place dans des installations dédiées appelées digesteur ou méthaniseur (Ministère de la 

transition énergétique, 2022) (Figure 43). Le mélange est chauffé à 35°C ou plus (entre 25 et 

40°C, le procédé est dit mésophile, entre 40 et 65°C, il est dit thermophile) et agité en continu 

pour éviter la formation de couches. Le biogaz formé s'accumule au-dessus de la surface et 

peut par exemple être stocké dans le toit flexible au-dessus du réservoir. Un digesteur 

secondaire peut être situé en aval du digesteur principal. Le temps de séjour varie de 15 à 30 

jours (Alepu, 2016). Une fois le processus terminé, le digestat (substrat dégradé) est pompé 

dans des réservoirs de stockage jusqu'à ce qu'il puisse être utilisé, en général comme fertilisant. 
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Figure 43. Schéma simplifié d’un méthaniseur (ADEME, 2021) 

I.5.4.2.3. Le substrat 

Différentes matières organiques peuvent être utilisées, sauf les composés ligneux considérés 

comme récalcitrants et difficiles à dégrader (Kamperidou and Terzopoulou, 2021). La sélection 

est importante, car le rendement en méthane n’est pas le même.  

Le rapport C/N idéal d’un substrat pour la digestion anaérobie se situe entre 20 et 35 (Punal, 

2000). Peu de travaux se sont intéressées à la digestion de biomasse microalgues-bactéries (Béji 

et al., 2022; Hernández et al., 2013). Par exemple, au bout de 30 jours, la digestion du lisier 

sans flocs de microalgues-bactéries a produit plus de méthane que la digestion du lisier avec 

les flocs (726.7 mLCH4.g
−1 de lisier, 245.6 mLCH4.g

−1 de lisier+flocs) (Béji et al., 2022). Les 

références suivantes concernent principalement la biomasse microalgale, à défaut de résidus 

de microalgues et de bactéries. Bien que toute biomasse puisse être fermentée, la biomasse 

algale a un rapport C/N faible à cause de la forte teneur en protéines, ce qui équivaut à 

d’importantes quantités d’azote susceptibles d’inhiber les bactéries à cause de la formation 

d’ammoniac NH3. De nombreuses études ont été recensées sur la biomasse microalgale en tant 

que substrat (Tableau 17). Une stratégie consiste à combiner la biomasse algale à un substrat 

riche en carbone (co-digestion). Par exemple, la co-digestion d’algues brutes Scenedesmus sp. 

et de lisier de porc a permis d’augmenter la production de méthane de 0.163 m3.gMVS-1 

(digestion d’algues brutes) à 0.245 m3.gMVS-1 (Astals et al., 2015). 
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Espèce de microalgue Méthane produit Charge Référence 

Arthrospira maxima 173 mL.gVS − 1 500 mg.TS.L 
(Inglesby and 

Fisher, 2012) 

A. platensis 481 mL.gVS – 1 2000 mg.TS.L 
(Mussgnug et 

al., 2010) 

Blue green algae 366 mL.gVS – 1 281.96 mg.VS.L 
(Rui et al., 

2009) 

Chlamydomonas reinhardtii 587 mL.gVS – 1 2000 mg.TS.L 
Mussgnug et al., 

2010) 

Chlorella kessleri 335 mL.gVS – 1 2000 mg.TS.L 
Mussgnug et al., 

2010) 

Chlorella sp., 

Pseudokirchneriella sp. et 

Chlaqmydomas sp. 

0.28–

0.60 m3/kg/VS 
402 mgVS 

(De 

Schamphelaire 

and Verstraete, 

2009) 

Chlorella sp., Scenedesmus 
170–

320 mL g− 1 VS 

1.44–

2.89 g.VS.L 

(Golueke et al., 

1957) 

Chlorella vulgaris 403 mL g− 1 VS 2 g.VS.L (Lü et al., 2013) 

C. vulgaris 286 mL g− 1 VS 5000 mg.VS.L 
(Lakaniemi et 

al., 2011) 

C. vulgaris 240 mL g− 1 VS 1000 mg.VS.L [6]  

C. vulgaris 0.40–0.45 L 
2677–6714 mg 

(COD) 

(Sánchez 

Hernández and 

Travieso 

Córdoba, 1993) 

Dunaliella 440 mL g− 1 VS 910 mg.VS.L (Chen, 1987) 

D. salina 505 mL g− 1 TS 2000 mg.TS.L 
Mussgnug et al., 

2010) 

D. tertiolecta 24 mL g− 1 VS 5000 mg.VS.L 
(Lakaniemi et 

al., 2011) 

Durvillea Antarctica 492 mL g− 1 VS 3000 mg.dry.TS.j 
Zamalloa et al., 

2012) 

Euglena gracilis 485 mL g− 1 VS 2000 mg.TS.L 
Mussgnug et al., 

2010) 

Macroystis pyrifera et 

Durvillea Antartica (50% 

mélange) 

540 mL g− 1 VS 3000 mg.dry.TS.j 
Zamalloa et al., 

2012) 

Macroystis pyrifera 545 mL g− 1 VS 3000 mg.dry.TS.j 
Zamalloa et al., 

2012) 

Phaeodactylum tricornutun 0.35 L g− 1 COD 1.3±0.4 – 5.8±0.9 
(Zamalloa et al., 

2012) 

Scenedesmus obliquus 287 mL g− 1 VS 2000 mg.TS.L 
Mussgnug et al., 

2010) 

S. obliquus 240 mL g− 1 VS 2000 mg.VS.L 
(Zamalloa et al., 

2012) 

Scenedesmus sp. 170 mL g− 1 COD 1000 mg.COD.L 

(González-

Fernández et al., 

2012) 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2211926414000216#bb0030
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Scenedesmus sp. et 

Chlorella sp. 
16.3–15.8 ft3 

7.8–9.2 ft3.lb 

(VS) 

(Golueke et al., 

1957) 

Scenedesmus sp. et 

Chlorella sp. 
143 mL g− 1 VS 4000 mg.VS.L 

(Yen and 

Brune, 2007) 

Spirulina Leb 18 0.79 g/L 72000 mg.L.TS 
(Costa et al., 

2008) 

S. maxima 0.35–0.80 m3 
20–

100 kg.m3 (VS) 

(Samson and 

LeDuyt, 1986) 

S. maxima 320 mL.gVS− 1  910 mg.VS.L (Chen, 1987) 

Tetraselmis 
0.25–0.31 L.g 

VS− 1  
2000 mg.VS 

(MARZANO et 

al., 1982) 

Tableau 17. Production de méthane de la digestion anaérobie de biomasse microalgale 

(Ward et al., 2014) 

Une autre possibilité est d’augmenter le rapport C/N en modifiant les conditions de culture 

pour que les microalgues produisent et stockent des composés carbonés (glucides). Ainsi, 

Markou et al. (2013) ont augmenté le contenu en glucides d’Arthrospira platensis avec une 

carence en phosphore. Après digestion anaérobie, ils ont observé qu’une augmentation des 

glucides améliorait les rendements en biogaz (Markou et al., 2013). L’hypothèse est que les 

glucides sont produits comme composés de réserve à l’intérieur de la cellule et moins comme 

composés de structure dans la paroi cellulaire. Bien que les glucides aient un potentiel en 

méthane plus faible que les protéines et les lipides, s’ils sont produits en tant que composés de 

réserve, ils seraient plus facilement disponibles pour les bactéries que les protéines et les lipides 

dans la paroi cellulaire (Passos et al., 2014).  

I.5.4.3. La fermentation obscure 

I.5.4.3.1. Le biohydrogène 

Lors de sa combustion, le biohydrogène libère uniquement de la vapeur d’eau et de l’énergie. 

Il contient la plus importante teneur en énergie 142 kJ.g-1 de tous les combustibles connus. 

Selon (Menia et al., 2019), les parts de production d’hydrogène par différents procédés sont les 

suivantes : 

• 40% de l’hydrogène à partir de gaz naturel 

• 30% à partir de pétrole lourd et de naphta 

• 18% à partir de charbon 

• 4% à partir de l’électrolyse de l’eau 

• 1% à partir de la biomasse 

L’hydrogène produit est utilisé comme carburant pour un moteur à combustion interne ou 

comme carburant pour les piles à combustible. L’un des enjeux est de promouvoir la production 

d’hydrogène à partir de sources renouvelables : biomasse, électrolyse utilisant une électricité 

générée elle-même par une source renouvelable/décarbonée. 

I.5.4.3.2. La réaction 

La fermentation obscure consiste en une digestion anaérobie partielle en absence de lumière 

qui s’appuie sur les deux premières étapes : l’hydrolyse et l’acidogenèse (Figure 42). Il s’agit 
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en fait de la digestion anaérobie d’un substrat organique avec pour but de produire du 

dihydrogène H2, tandis que l’objectif de la méthanisation est de produire du biogaz. En théorie, 

un rendement de 4 mol H2.mol-1 d’hexose est produit avec de l’acide acétique comme sous-

produit (Singh and Sarma, 2022) : 

C6H12O6 + 2H2O → 2C2H4O2 + 2CO2 + 4H2 

Équation 20 

Des populations bactériennes diversifiées produisent de l’hydrogène comme Clostridium sp., 

C. pasteurianum, C. acetobutylicum, C. thermocellum, et C. paraputrificum, des bactéries 

anaérobies strictes et Escherichia coli, Bacillus sp., Enterobacter sp., des bactéries facultatives 

(Singh and Sarma, 2022). Pour favoriser le dihydrogène qui est un produit intermédiaire de la 

digestion, les conditions opératoires peuvent être ajustées pour inhiber les bactéries acétogènes 

et méthanogènes (François-Lopez, 2016).  

La plupart des méthanogènes croissent dans une gamme de pH entre 7 et 8, tandis que les 

bactéries productrices d’hydrogène peuvent survivre dans une gamme de pH plus large (Park 

et al., 2009). Un contrôle du pH lors de la fermentation obscure améliore la production 

d’hydrogène (J. K. Kim et al., 2008). D’autres options sont envisageables comme le 

prétraitement de l’inoculum ou un temps de séjour court. Un temps de séjour de 6 à 12h est 

plus favorable à la formation de dihydrogène sinon la croissance des méthanogènes est 

favorisée (François-Lopez, 2016). A 0°C et à 1 atm, le rendement stœchiométrique 

d’hydrogène à partir de biomasse est de 33‒397.8 mLH2.g
-1 (Argun and Kargi, 2011). 

La production d’H2 par voie fermentaire n’a pas atteint l’échelle industrielle, même si on la 

retrouve dans les filières de fermentation de fruits et légumes, d’effluents de sucrerie et de 

laiterie. Ainsi, beaucoup de recherches actuelles visent à comprendre et piloter les interactions 

entre micro-organismes producteurs et consommateurs d’H2, améliorer les productivités et les 

rendements qui demeurent faibles, et enfin à la coupler à d’autres procédés pour convertir la 

totalité de l’énergie contenue dans les substrats organiques (Latrille et al., 2017). Cela permet 

de tendre vers le concept de bioraffinerie. 

I.5.4.3.3. Le substrat 

Aucune étude n’a rapporté la production de biohydrogène à partir de flocs de microalgues-

bactéries par fermentation obscure. Toutefois, la fermentation obscure de biomasse microalgale 

à faible teneur en lipides a été plus amplement étudiée. Ainsi, une production de 105-133 

mLH2.g
-1 avec Microcystis sp. (l’algue bleue Taihu) comme substrat a été enregistrée dans des 

conditions mésophiles (Yan et al., 2010). D’autre part, après un prétraitement alcalin, la 

digestion de Scenedesmus sp. à 37°C génère 45.5-46 mLH2.gVS-1 (Yang et al., 2010).  
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I.5.5. Conclusion 

Les filières de valorisation de la biomasse produite dans les CHRA sont multiples et n’ont 

pas toutes le même degré de maturité technologique. Concernant les conversions en 

biocarburant, les voies nécessitant un séchage préalable de la biomasse extraite 

(conversion thermochimique par voie sèche en particulier : combustion, pyrolyse, 

gazéification) ne paraissent pas pertinentes. En effet, l’importante demande en énergie 

du séchage annule les bénéfices apportés par la valorisation énergétique (Deniel, 2016). Il 

faudrait ainsi opter pour des méthodes alternatives permettant la production de 

biocarburants par conversion thermochimique à partir de ressources humides (Jendoubi, 

2011). Les voies les plus prometteuses (transestérification en biodiesel, digestion 

anaérobie, fermentation obscure) sont dépendantes de la composition du substrat : en 

fonction des technologies, les données fournies se réfèrent souvent à de la biomasse 

microalgale pure et assez peu d’études s’intéressent aux consortiums microalgues-

bactéries cultivés à partir d’eau usée. Il est ainsi important d’explorer le potentiel de ces 

biomasses en fonction des conditions de cultures particulières mises en place dans ce 

contexte. 
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I.6. L’Analyse du Cycle de Vie (ACV) 

Afin d’évaluer le bien-fondé du procédé CHRA et des potentielles voies de valorisation 

associées, il est important d’évaluer les différents impacts environnementaux en considérant 

l’ensemble de la chaîne. Pour cela, l’Analyse du Cycle de Vie (ACV) apparaît comme un outil 

pertinent d’aide à la décision. 

I.6.1. Généralités 

L'analyse du cycle de vie est définie comme « analyse du berceau à la tombe ou du berceau au 

berceau pour évaluer les impacts environnementaux associés à toutes les étapes de la vie d'un 

produit, allant de l'extraction des matières premières au traitement, à la fabrication, à la 

distribution et à l'utilisation des matériaux (Muralikrishna and Manickam, 2017) ». La méthode 

a été normalisée au niveau international par les normes ISO (14040 à 14044) (“ISO 14044,” 

2006). Elle se déroule en 4 phases : 

1. Définition des objectifs et le champ d’étude : il faut définir l’unité fonctionnelle 

2. Analyse de l’inventaire : inventaire du cycle de vie (ICV) inventaire des flux de matière 

et d’énergie entrants et sortants associés à chaque étape (émissions polluantes et 

extraction des matières premières) 

3. Evaluation des impacts : on utilise un logiciel ACV 

4. Interprétation 

L’ensemble du cycle est pris en compte et différentes catégories d’impact sur l’environnement 

sont considérées. « Au départ outil d’évaluation de l’impact des produits manufacturés, l’ACV 

est de plus en plus adoptée dans le domaine des productions du secteur primaire, comme le 

biodiesel produit à partir de microalgues (Collet et al., 2014) ». 

I.6.2. Application au traitement des eaux usées 

Dans le domaine des eaux usées, l’ACV demeure un outil assez nouveau. En effet, elle a été 

plus utilisée pour évaluer des solutions environnementales liées au cycle de vie des produits 

(Pasciucco et al., 2023). Toutefois, il est possible d’envisager les eaux usées comme un 

« produit » plutôt que comme un « déchet », car les nutriments peuvent être récupérés. Ainsi, 

le changement de paradigme lié à la valorisation des ressources, telles que la réutilisation des 

eaux usées, l'énergie et les engrais, ont favorisé l'application de l'approche ACV au domaine 

des eaux usées (Pradel et al., 2016).  

En général, les auteurs créent divers scénarios pour comparer des unités de traitement entre 

elles. Ainsi, une ACV sur trois systèmes de traitement (les boues activées (BA), un CHRA et 

une ZHA zone humide artificielle) pour une petite collectivité a été réalisée par (Garfí et al., 

2017) sur le logiciel SimaPro®8 avec la méthode ReCiPe. Dans cette étude, sept indicateurs 

d’impact ont été considérés : Epuisement des métaux, Epuisement des ressources fossiles, 

Changement climatique, Destruction de la couche d’ozone, Acidification des milieux, 

Eutrophisation en eau douce et en mer. Les techniques alternatives sont les plus respectueuses 

de l’environnement tandis que le traitement conventionnel a obtenu un score médiocre en 

raison d’une consommation électrique élevée et de l’utilisation de réactifs. Selon le critère, 
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l’impact environnemental des BA est entre 2 et 5 fois supérieur à celui des procédés alternatifs. 

Le CHRA et la ZHA ont présenté des scores environnementaux similaires.  

• Pour les filières extensives, l’infrastructure et l’exploitation sont responsables 

respectivement de 25-35% et de 35-65% de l’impact total d’Epuisement des ressources 

fossiles, la Destruction de la couche d’ozone, l’Acidification des milieux, 

l’Eutrophisation en eau douce et en mer. L’infrastructure est essentiellement due au fort 

besoin en matières premières pour la construction et au grand terrain requis. Ces 

observations sont cohérentes avec d’autres études (Machado et al., 2007). Si 

l’occupation d’espace est un critère de premier ordre, il faut opter pour la ZHA qui a 

une empreinte réduite dans ce domaine de 3.5 m2.EH-1 contre 6 m2.EH-1 pour le chenal. 

• Concernant le Changement climatique, l’infrastructure et l’exploitation ont représenté 

50% de la totalité de l’impact pour le CHRA. Dans le cas du FPR, l’infrastructure, 

l’exploitation et les émissions ont participé de manière équivalente à l’impact global. 

Du point de vue des coûts, les boues activées se sont avérées 2 à 3 fois plus chères que les 

technologies extensives. Le CHRA est apparu comme l'alternative la moins coûteuse suivi par 

le FPR et les BA (Garfí et al., 2017).  

Le champ d’étude peut être élargi à la valorisation de la biomasse produite et les potentielles 

voies de conversion après le CHRA. L’ACV d’un CHRA associé à une valorisation de la 

biomasse en biogaz et en fertilisant a été réalisée pour être comparée à une BA de petite 

capacité (Arashiro et al., 2018). La production de biogaz s’est montrée moins impactante pour 

l’environnement dans les catégories d’impact de Changement climatique, Destruction de la 

couche d’ozone, Pic d’ozone et Epuisement des ressources fossiles. Le CHRA combiné à la 

production de fertilisant est plus économique que la production de biogaz. Le chenal pourrait 

« accroître la durabilité et la rentabilité du traitement des eaux usées dans les petites 

communautés, en particulier si elles sont mises en œuvre dans des régions à climat chaud et 

couplées à la production de biofertilisants (Arashiro et al., 2018) ».   

Pour jauger les impacts environnementaux de biocarburant produit à partir d’un consortium de 

microalgues et de bactéries, des études ont choisi l’ACV comme approche et différents 

scénarios : par exemple  un CHRA en traitement secondaire ou tertiaire et une valorisation 

énergétique (Li et al., 2022), une conversion en biodiesel par transestérification, liquéfaction 

hydrothermale ou pyrolyse et une digestion anaérobie avec ou sans prétraitement (Sun et al., 

2019), une conversion en biodiesel ou en butanol (Wu et al., 2019). 

I.7. Conclusions générales 

Classé comme filière intensive, le chenal à haut rendement algal demande une forte emprise au 

sol comparé à des systèmes d’épuration classiques comme les boues activées. Les 

performances de traitement des eaux usées rapportées sont satisfaisantes avec un besoin 

énergétique réduit et une mise en œuvre relativement simple de l’infrastructure. 

Au sein du chenal, un consortium de microalgues et de bactéries est le principal acteur du 

traitement des eaux usées. La combinaison de différents microorganismes permet de faire appel 
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à diverses voies métaboliques et réactions d’intérêt pour l’épuration : consommation de matière 

organique par les bactéries hétérotrophes, assimilation du CO2 par les microalgues, nitrification 

et dénitrification bactériennes, production de l’O2 par photosynthèse, assimilation des 

nutriments. Ces mécanismes mobilisent des flux d’oxygène et des protons ainsi que la 

consommation ou production d’alcalinité et deviennent des indicateurs de la dynamique du 

consortium. Ces interactions entre les microalgues et les bactéries expliquent la faible demande 

en énergie des CHRA, à travers la respiration photosynthétique. Toutefois, d’autres interactions 

potentielles restent à investiguer. 

Parmi les facteurs influençant les microalgues et les bactéries sont recensés les besoins 

nutritionnels, les paramètres environnementaux et opérationnels. Dans les eaux usées, la 

concentration en polluants est un élément fondamental qui permet de soutenir la production de 

biomasse et/ou d'agir comme facteur limitant pour en contrôler la composition biochimique 

avec la carence ou l’absence d’un nutriment. L’apport nutritionnel exerce ainsi une influence 

sur les rendements épuratoires du CHRA. Ensuite, le pH, la lumière et la température 

constituent des facteurs essentiels qui vont jouer sur l’efficacité des mécanismes biologiques 

comme la photosynthèse ou l’oxydation bactérienne. Enfin, à l’échelle du procédé, des 

améliorations restent possibles d’un point de vue opérationnel sur les CHRA via la technologie 

de mélange, le temps de séjour hydraulique ou l’âge des boues. 

En aval du CHRA, la biomasse produite, qui est un mélange de microalgues et de bactéries, 

présente un potentiel de valorisation intéressant et pluriel. Si l’on considère les conversions en 

biocarburant, les procédés qui requièrent un séchage préalable du substrat (conversion 

thermochimique par voie sèche en particulier : combustion, pyrolyse, gazéification) ne 

paraissent pas pertinents. La demande énergétique induite par le séchage annule les bénéfices 

apportés par une valorisation énergétique (Deniel, 2016). Il faudrait ainsi opter pour des 

méthodes alternatives permettant la production de biocarburants par conversion 

thermochimique à partir de ressources humides (Jendoubi, 2011), notamment la 

transestérification en biodiesel, la digestion anaérobie et la fermentation obscure. Ces procédés 

sont souvent appliqués à de la biomasse microalgale pure et moins de travaux s’intéressent aux 

consortiums microalgues-bactéries cultivés à partir d’eau usée. Or, leur efficacité dépend dans 

une grande mesure de la composition biochimique du substrat. L’investigation de ces 

biomasses en fonction des conditions de cultures particulières mises en place dans le contexte 

des eaux usées apparaît indispensable  

Enfin, dans le but de juger la pertinence d’une filière de traitement par CHRA, il est important 

d’évaluer les différents impacts environnementaux en considérant l’ensemble de la chaîne. 

Pour cela, l’Analyse du Cycle de Vie (ACV) apparaît comme un outil pertinent d’aide à la 

décision. 

 



 

95 

Partie II : Matériels et Méthodes 

Dans cette section, la démarche expérimentale globale est présentée avec : 

• Les deux systèmes expérimentaux : les photobioréacteurs séquentiels avec injection de 

dioxyde de carbone et en suivant le CHRA ; 

• Le fonctionnement des pilotes et les conditions opératoires étudiées ; 

• Les méthodes analytiques pour mesurer la production de biomasse et sa composition 

biochimique (protéines, glucides, lipides) ; 

• La détermination des rendements épuratoires via les paramètres classiques de pollution  

• Le suivi de l’activité du consortium par l’acquisition des données d’oxygène et leur 

modélisation pour diverses modalités dans le CHRA ; 

• Une analyse du cycle de vie du chenal pour examiner la pertinence de cette voie de 

traitement des eaux usées en se basant sur nos données expérimentales et la littérature. 

II.1. Pilotes expérimentaux 

II.1.1.  Inoculum de microalgues et bactéries 

Les réacteurs utilisés ont été inoculés en biomasse de la même façon. La préparation de 

l’inoculum a suivi la méthode proposée par Su et al. (2011). L’inoculum algal consiste en un 

mélange de microalgues vertes collectées en brossant la paroi d’un clarificateur secondaire 

d’une station de traitement des eaux usées (Rosheim, 67560). La biomasse a ensuite été stockée 

dans une bouteille et transportée au laboratoire dans les 2 h suivant la collecte. Au laboratoire, 

la biomasse a été lavée à l'eau distillée puis laissée à reposer pendant 1 h. Le surnageant a été 

jeté et la biomasse décantée a été récupérée pour servir d'inoculum algal. Il n’y a pas eu de 

stérilisation (Su et al., 2011). La bio-floculation par ajout de boues activées améliore la 

décantation de la biomasse (Ummalyma et al., 2017). Ainsi, l’inoculum bactérien était constitué 

de boue activée prélevée dans un bassin d'aération de la même station de traitement. La 

suspension a été stockée dans une bouteille et transportée au laboratoire dans les 2h. Elle a été 

laissée au repos durant 1h, puis le surnageant a été éliminé et la boue activée décantée a été 

utilisée comme inoculum bactérien (Su et al., 2011). 

Le rapport entre l’inoculum microalgal et bactérien a été basé sur les MES. Le rapport idéal est 

1:1 (Pham, 2018). Le volume de l’inoculum d’algues et de bactéries à injecter pour le démarrage 

du réacteur a été dilué (Équation 21) pour atteindre une concentration initiale dans le réacteur 

de 0.5 g.L-1. 

𝑀𝐸𝑆𝑖𝑛𝑜𝑐𝑢𝑙𝑢𝑚𝑉𝑖𝑛𝑜𝑐𝑢𝑙𝑢𝑚 = 𝑀𝐸𝑆𝑅𝑉𝑅  ↔  𝑉𝑖𝑛𝑜𝑐𝑢𝑙𝑢𝑚 =
𝑀𝐸𝑆𝑅𝑉𝑅

𝑀𝐸𝑆𝑖𝑛𝑜𝑐𝑢𝑙𝑢𝑚
 

Équation 21 

Avec : 

o MESR : MES du réacteur (g.L-1)  

o VR : volume du réacteur (L) 

o MESinoculum : MES de l’inoculum (g.L-1)  
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o Vinoculum : volume d’inoculum (L) 

II.1.2.  Eaux usées synthétiques 

Les eaux usées synthétiques servant de milieu de culture ont été préparées selon la recette 

décrite ci-après, certaines modifications ayant pu être apportées pour évaluer l’influence de la 

charge en azote, par exemple. 

Pour les études menées au laboratoire, l’utilisation d‘eaux usées synthétiques par rapport au 

prélèvement d’eaux réelles présente certains avantages : 

• une composition fixée en termes de carbone et de nutriments ; 

• l’approvisionnement en eaux usées réelles peut être problématique (temps, transport, 

manipulation) ; 

• les eaux usées synthétiques ne sont pas contaminées par des pathogènes ou des bactéries, 

ce qui a été un élément déterminant en contexte COVID-19 (restrictions d’usage au 

laboratoire pour les effluents réels). 

Le coût de fabrication d’un effluent synthétique peut constituer un frein, mais en prenant en 

compte le transport, la manipulation et le stockage des eaux usées réelles, les eaux usées 

synthétiques s’avèrent être ici une solution économique. Cependant, les eaux usées synthétiques 

ne sont pas totalement représentatives des eaux usées réelles (O’Flaherty and Gray, 2013) qui 

ont une composition qui varie en fonction des saisons, de la localisation, du réseau 

d’assainissement... 

Durant cette étude, l’eau usée synthétique standard a été préparée selon la composition de 

l’Organisation de coopération et de développement économiques (OCDE) (OECD, 2001). Les 

produits utilisés et leurs concentrations sont listés dans le Tableau 18. 

Produit Concentration 

Extrait de viande (Viandox®) 1 mL.L-1 

Peptone 160 mg.L-1 

Urée CO(NH2)2 30 mg.L-1 

K2HPO4 28 mg.L-1 

CaCl2.2H2O 4 mg.L-1 

MgSO4.7H2O 2 mg.L-1 

NaCl 7 mg.L-1 

Tableau 18. Produits et concentrations dans les eaux usées synthétiques 

Pendant l’étude de la CHRA, la composition a été modifiée pour reproduire la variabilité des 

eaux usées réelles. Les changements sont détaillés lors de la présentation des modalités de 

fonctionnement (paragraphe II.1.4.3.2. Composition des eaux usées entrantes). Il n’y a pas de 

MES, donc ça s’apparente à une EU en sortie de décanteur. 
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II.1.3.  Photobioréacteurs séquentiels avec CO2 

II.1.3.1.  Descriptif 

Les essais ont été menés en intérieur, au laboratoire. Les photobioréacteurs consistent en des 

réacteurs en verre transparent de forme cylindro-conique (Figure 44). Le premier 

photobioréacteur R1 était à simple enveloppe, le second R2 était muni d’une double enveloppe 

(Figure 45). Le volume utile était de 15 L. 

 

Figure 44. Photo du photobioréacteur à double enveloppe 

Le mélange était assuré en continu par des agitateurs à pales plates (turbine de Rushton) à une 

vitesse de 150 rpm. Les réacteurs étaient éclairés par 8 LED émettant une lumière blanche de 

(température de couleur de 4000K, puissance de 8W et intensité lumineuse de 900 lumens) 

placés autour de chaque réacteur. L’intensité lumineuse mesurée avec un luxmètre à la paroi du 

réacteur était de 12-15 klux (approximativement 168-250 µmol.m-2.s-1 de rayonnement 

photosynthétique actif). Une alternance jour/nuit de 12h/12h a été implémentée et gérée avec 

une prise programmable. Le pH (Mettler Toledo InPro3100i/SG/120), la température et 

l’oxygène dissous (Mettler Toledo InPro6860i/12/12mA) ont été mesurés en continu. Le kit 

d’injection de CO2 (JBL ProFlora m2003) est constitué d’une sonde pH, d’un boîtier tactile 

pour régler les paramètres et d’une bouteille de gaz. Au fond du réacteur, le dioxyde de carbone 

a été injecté à un débit fixe par un diffuseur de type poreux connecté à la bouteille. Quand le 

pH dépassait 7.5, le CO2 était injecté jusqu’à ce que la valeur revienne la consigne. 
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Figure 45. Schéma des photobioréacteurs (double et simple enveloppe) avec les kits 

d’injection de CO2 

II.1.3.2.  Fonctionnement : alimentation et extraction 

Le photobioréacteur a fonctionné comme un SBR (Sequencing Batch Reactor) (Figure 46). La 

durée d’un cycle était de 48h. La concentration en biomasse ciblée était de 2 g.L-1 de MES. 

Ainsi, tous les 2 jours, les MES ont été mesurées et une partie de la culture en suspension 

(Vextrait) a été extraite pour garder la concentration à 2 g.L-1 (Équation 22). Pour une meilleure 

compréhension, une valeur des MESmesure de 2.2 g.L-1 a ici été choisie en exemple. Ceci a 

constitué l’étape 1 d’extraction de la biomasse en excès.  

𝑉𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡 =
𝑀𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡𝑒
MESmesure

=
𝑉𝑅  ∗  (𝑀𝐸𝑆𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟𝑒 −𝑀𝐸𝑆𝑐𝑖𝑏𝑙𝑒)

MESmesure
=
15 ∗  (2.2 − 2)

2.2
= 1.36 𝐿 

Équation 22 

Avec :  

o Vextrait : volume de biomasse extrait (L) 

o Mextraite : biomasse à extraire (g MES) 

o MESmesure : concentration en MES mesurée dans le réacteur (g.L-1) 

o MEScible : concentration en MES visée dans le réacteur (g.L-1) 

o VR : volume du réacteur (L) 

Le volume extrait (1.36 L dans l’exemple) a été utilisé pour déterminer les paramètres physico-

chimiques de l’eau (voir paragraphes II.2.1.1. et II.2.2. ). Il a été filtré pour mesurer les MES et 

les MVS de la culture. Une partie de la biomasse filtrée a été récupérée pour analyser sa 

composition en termes de protéines, lipides et glucides. Les protocoles analytiques 

correspondants sont détaillés dans le paragraphe II.2.1.3. Composition biochimique.  

Après cette phase d’extraction, l’agitation a été stoppée et la biomasse laissée à sédimenter 

pendant 45 min. 
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Le temps de séjour hydraulique (TSH) était fixé à 4 jours. Ainsi, le volume d’eaux usées 

synthétiques à renouveler tous les deux jours a été déterminé : 

𝑇𝑆𝐻 =
𝑉𝑅

𝑄𝑣𝑖𝑑𝑎𝑛𝑔é
= 4 𝑗 ↔ 𝑄𝑣𝑖𝑑𝑎𝑛𝑔é =

𝑉𝑅
𝑇𝑆𝐻

=
15

4
= 3.75 𝐿. 𝑗−1 (𝑠𝑜𝑖𝑡 7.5 𝐿 𝑡𝑜𝑢𝑠 𝑙𝑒𝑠 2 𝑗) 

Équation 23 

Avec : 

o TSH : temps de séjour hydraulique (j) 

o VR : volume du réacteur (L) 

o Qvidangé : débit vidangé moyen (L.j-1) 

Dans le volume à vidanger (7.5 L tous les 2 jours), le volume de biomasse en suspension extrait 

pendant l’étape 1 (1.36 L) a été pris en compte. Ainsi, dans cet exemple, 6.14 L de surnageant 

ont été vidangés (Vvidangé = 7.5-1.36 = 6.14 L). 

Enfin, 7.5 L d’eaux usées synthétiques fraîchement préparées ont été ajoutés avant de remettre 

l’agitation en marche. 

 

 

 

Figure 46. Fonctionnement du photobioréacteur séquentiel lors des phases d’extraction et de 

vidange 
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II.1.3.3.  Modalité : le dioxyde de carbone CO2 

Les deux photobioréacteurs ont été exploités du 16/10/2020 au 01/04/2021, soit 167 jours de 

fonctionnement. Un éclairage permanent a été fourni jusqu’au 04/11/2020 (J19). Ensuite, 

l’éclairage avec cycles de 12h a été appliqué. Les deux cultures ont fonctionné un certain laps 

de temps sans ajout de dioxyde de carbone pour acclimater le consortium et acquérir 

suffisamment de données sans CO2. Le kit d’injection de CO2 a ensuite été mis en place le 13 

janvier dans le réacteur R1 (soit J89) et le 22 février dans le réacteur R2 (J129). R1 a opéré 2 

mois avec le CO2, et R2 a fonctionné 1 mois avec le CO2. 

Les eaux usées ont un ratio C/N plus faible que la biomasse algale (Park and Craggs, 2010) : il 

y aurait donc une limitation par le carbone. L’apport de CO2 doit permettre de pallier cette 

limitation. La quantité injectée est déterminée par le pH dont la consigne a été réglée à 7.5 dans 

la gamme optimale pour les microalgues et les bactéries (Rupert Craggs et al., 2014). Lorsque 

la valeur mesurée par la sonde pH a dépassé 7.5, la vanne de régulation s’est ouverte et le CO2 

a été diffusé à débit fixe dans le photobioréacteur. La vanne s’est fermée quand le pH est revenu 

sous la consigne.  

II.1.4.  Chenal à haut rendement algal (CHRA) 

II.1.4.1.  Descriptif 

Le système consiste en un chenal oblong (type raceway), fabriqué en plastique (Plexiglas®) 

transparent (Figure 47, Figure 48). La configuration était à boucle simple séparée par une 

cloison centrale et terminée par un virage à 180° avec présence d’un déflecteur. L’agitation a 

été assurée par une roue à aubes entraînée par un moteur à courant continu à balais (DMN37K, 

24V, Nidec Servo Corporation, Japon), contrôlé par un bloc d’alimentation réglable (ISO-

TECH IPS303DD, Royaume-Uni). Les pâles de la roue ont été conçues pour occuper toute la 

section transversale du chenal, minimisant ainsi l’espace entre la pâle et la paroi. La présence 

de six pâles améliore l'efficacité de la roue et diminue les à-coups au niveau du moteur 

(Anderson, 2004). 
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Figure 47. Schéma (vue de côté et de haut) du chenal (Pham, 2018) 

Le dimensionnement et la géométrie du chenal et du décanteur présentés sur les Figure 47 et 

Figure 49 résultent d’études précédentes (Pham et al., 2018). La surface mouillée totale était 

de 0.72 m². Pendant l’exploitation, la hauteur liquide a été fixée à 11.5 cm, soit un volume utile 

de 86L. 

 

Figure 48. Photo du chenal à haut rendement algal avec le décanteur 
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Figure 49. Schéma (vue de haut et de côté) du décanteur (Pham, 2018) 

Un décanteur (Figure 49) a été positionné comme sortie pour récupérer les eaux traitées. Le 

niveau d’eau dans le décanteur déterminait le niveau d'eau dans le CHRA. La surface totale 

était de 0.055 m2. Le volume utile était de 16.5 L. 

L’éclairage a été assuré par 12 tubes LED (température de couleur de 4000K, puissance de 8W 

et intensité lumineuse de 900 lumens) émettant une lumière blanche suspendus au-dessus du 

chenal à une distance verticale de 1 m. Le cycle jour/nuit de 14h/10h a été géré avec une prise 

programmable. L’oxygène dissous (O2 Sensor Mettler Toledo InPro 6860i), le pH (Mettler 

Toledo InPro3100i/SG/120) ainsi que la température ont été mesurés en continu à des points 

fixes du chenal. 

II.1.4.2.  Fonctionnement 

II.1.4.2.1.  Alimentation 

 

Figure 50. Schéma du CHRA avec les cuves d’eau claire et de concentrat et le décanteur 
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Les eaux usées synthétiques ont été préparées selon la formule décrite précédemment (voir 

paragraphe II.1.2. Eaux usées synthétiques). Afin de limiter la fermentation et d’assurer une 

durée de conservation suffisante dans la cuve d’alimentation, elles ont été concentrées d’un 

facteur 10 et ont été gardées dans une cuve agitée (15L) comme concentrat. Ce concentrat a été 

renouvelé tous les 5 jours. Une cuve d’eau claire a permis de diluer le concentrat au moment de 

l’injection, à l’aide d’une pompe péristaltique (Figure 50).  

La culture a été alimentée à un débit fixe par une pompe péristaltique (Masterflex L/S Standard 

Digital Pump System) toutes les 3 h pendant 13 min, soit 8 injections par jour. Si nécessaire, le 

débit a été modifié en fonction des modalités testées. La suspension du chenal s’écoulait 

gravitairement vers le décanteur où la biomasse sédimentait et le surnageant (les eaux traitées) 

était récupéré par surverse. Le décanteur a permis de maintenir un niveau d’eau constant (11.5 

cm) dans le chenal.  

Avec un temps de séjour hydraulique de 5 j, les volumes de concentrat et d’eau claire à injecter 

dans le chenal chaque jour sont : 

𝑉𝑎𝑙𝑖𝑚 =
𝑉𝐶𝐻𝑅𝐴
𝑇𝑆𝐻

=
85.7

5
= 17.2 𝐿. 𝑗−1 

𝑉𝑎𝑙𝑖𝑚 = 𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡 + 𝑉𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 

𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡 =
𝑉𝑎𝑙𝑖𝑚

𝐷𝑖𝑙𝑢𝑡𝑖𝑜𝑛
=
17.2

10
= 1.72 𝐿. 𝑗−1 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡 

𝑉𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 = 𝑉𝑎𝑙𝑖𝑚 − 𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡 = 17.2 − 1.72 = 15.5 𝐿. 𝑗
−1 𝑑′𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒  

Équation 24 

En considérant une fréquence d’injection de 8 fois par jour et une durée d’injection de 13 min 

(0.22 h), les débits instantanés des pompes d’eau claire et de concentrat sont : 

𝑉𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒,𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 =
𝑉𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒
𝐹𝑟é𝑞𝑢𝑒𝑛𝑐𝑒

=
15.5

8
= 1.94 𝐿. 𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛−1 

𝑄𝑝𝑜𝑚𝑝𝑒,𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 =
𝑉𝑒𝑎𝑢 𝑐𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒
𝐷𝑢𝑟é𝑒

=
1.94

0.22
= 8.8 𝐿. ℎ−1 

𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡,𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 =
𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡
𝐹𝑟é𝑞𝑢𝑒𝑛𝑐𝑒

=
1.7

8
= 0.21 𝐿. 𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛−1 

𝑄𝑝𝑜𝑚𝑝𝑒,𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡 =
𝑉𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡
𝐷𝑢𝑟é𝑒

=
0.21

0.22
= 0.97 𝐿. ℎ−1 

Équation 25 

Avec : 

• VCHRA : volume du chenal (L) 

• Valim : volume total journalier d’alimentation (L.j-1) 
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• Vconcentrat : volume journalier d’alimentation en concentrat (L.j-1) 

• Veau claire : volume journalier d’alimentation en eau claire (L.j-1) 

• TSH : temps de séjour hydraulique (j) 

• Vconcentrat,injection : volume de concentrat ajouté à chaque injection (L.injection-1) 

• Veau claire,injection : volume d’eau claire ajouté à chaque injection (L.injection-1) 

• Durée : durée d’une injection d’eau usée (h) 

• Qpompe,concentrat : débit instantané de la pompe de concentrat pendant une injection (L.h-1) 

• Qpompe,eau claire : débit instantané de la pompe d’eau claire pendant une injection (L.h-1) 

II.1.4.2.2.  Extraction de la biomasse en excès 

La biomasse en excès a été extraite selon deux protocoles en fonction des modalités d’étude 

(Tableau 19). 

Date Extraction Paramètre 

05/11/21 – 20/04/22 Manuelle Concentration fixée à 0.5 g.L-1 

20/04/22 – 08/11/22 Pompe Variation de l’ADB 

Tableau 19. Protocoles d’extraction 

Du 05/11/2021 au 20/04/2022, la concentration en biomasse a été fixée à 0.5 gMES.L-1 au sein 

du chenal. Si la valeur de concentration en MES était supérieure, un certain volume de culture 

était prélevé manuellement et laissé au repos. La biomasse décantée était jetée et le surnageant 

réintroduit dans le chenal. Le calcul est réalisé de manière similaire au photobioréacteur 

séquentiel (Équation 22). 

Les fonctions premières du décanteur ont ainsi été la collecte/séparation des eaux traitées et le 

maintien du niveau d’eau dans le chenal. Concernant le bilan matière sur le système, le débit 

sortant du chenal était censé participer à l’extraction de la biomasse en excès et ainsi limiter 

l’extraction « à la main » décrite ci-dessus pour maintenir la concentration ciblée. Ainsi, en 

théorie, la biomasse récupérée dans le décanteur devait correspondre au produit du volume 

d’eau usées injecté et des MES mesurées dans la culture. Pour le vérifier, deux mesures ont été 

faites (13/12/2021 au 17/12/2021 et 02/01/2022 au 06/01/2022). Le décanteur a été déconnecté 

de la culture et son contenu a été filtré. Le filtre a été placé au four à 105°C, puis pesé. La masse 

mesurée de biomasse était largement inférieure à la masse calculée en théorie. Dans ces 

conditions, le bilan matière théorique n’étant pas respecté, les calculs de productivité ont été 

corrigés sur cette période en considérant une masse moyenne de biomasse accumulée dans le 

décanteur à 1.055 gMES.j-1. 

Ce phénomène peut s’expliquer comme suit : pendant cette période, le décanteur était connecté 

au chenal, mais peu de biomasse y était collectée. En effet, la canalisation entre le chenal et le 

décanteur était perpendiculaire à l’écoulement du fluide (Figure 51). Vu les vitesses rapides 

d’écoulement dans le chenal comparé au débit transitant dans le tube de sortie de faible section 

(diamètre < 1 cm), les flocs de biomasse n’étaient que très peu entraînés vers le décanteur. 
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Figure 51. Configuration du CHRA pendant l’extraction manuelle 

Pour pallier cette problématique et mieux maîtriser le bilan matière, du 20 avril au 8 octobre 

2022, une pompe péristaltique a été installée entre le chenal et la lagune pour « forcer » la sortie 

du mélange biomasse/eau usée traitée vers le décanteur (Figure 52). Le fort débit instantané 

imposé permet un meilleur entraînement de la biomasse vers le décanteur. Le volume journalier 

ainsi extrait était égal à celui d’entrée. Ainsi, le TSH et l’âge des boues (ADB) ont pu être 

modifiés en changeant en même temps les débits d’alimentation et de sortie. Les calculs 

correspondants sont détaillés dans la partie suivante. L’extraction a eu lieu juste avant 

l’injection d’eaux usées synthétiques, soit 8 fois par jour. Le décanteur a récupéré les eaux 

traitées et la biomasse. 

 

Figure 52. Configuration du CHRA pendant l’extraction par pompage 

II.1.4.3.  Modalités 

Le chenal a fonctionné du 5 novembre 2021 au 8 octobre 2022. Au cours de cette période, les 

modalités d’exploitation ont varié pour étudier l’effet de la vitesse de mélange de la roue à 

aubes, de la composition de l’entrée (azote et carbone) et de l’âge des boues (Tableau 20). Suite 

aux différents changements de modalité, un temps minimum équivalent à 3 fois le temps de 

séjour hydraulique a été laissé avant d’interpréter les données, afin de permettre au système de 

s’équilibrer. 
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Date Modalité 
Composition 

des EU 

Biomasse dans le 

CHRA, TSH, 

ADB 

Objectif 

21/11-03/12 Vitesse haute 
Standard 

Biomasse = 0.5 

g.L-1 

TSH = 4.7 j 

ADB variable 

Baisser la dépense 

en énergie de la 

roue à aubes 03/12-31/12 Vitesse basse 

01/01-01/04 Azote Sans urée 
Simuler la 

variabilité des EU 

01/04-25/04 Nouvelle culture    

25/04-10/06 TSH = ADB = 5j Standard 
Biomasse variable 

TSH = ADB = 5 j 

Sélectionner des 

espèces à 

croissance rapide 

10/06-24/06 Nouvelle culture    

24/06-26/09 
Matière organique 

et ADB = 8 j 

Sans viandox 

et ½ de 

peptone 

Biomasse variable 

TSH = ADB = 8 j 

Simuler la 

variabilité des EU 

27/09-08/11 
Matière organique 

et ADB = 5 j 

Sans viandox 

et ½ de 

peptone 

Biomasse variable 

TSH = ADB = 5 j 

Simuler la 

variabilité des EU 

Tableau 20. Chronologie des conditions opératoires testées dans le CHRA 

II.1.4.3.1.  Vitesse de rotation de la roue à aubes 

Plusieurs combinaisons de niveau d’eau, de vitesse de rotation de la roue et de débit d’entrée 

ont déjà été appliquées dans le chenal pour étudier les effets sur le mélange, le temps de séjour 

et le transfert gazeux (Pham et al., 2018). En se basant sur cette étude, trois tensions ont été 

choisies au niveau de l’alimentation électrique de la roue pour représenter un mélange faible 

(3.5V pour 0.2±0.0A) et fort (7V pour 0.3±0.1A). Les vitesses correspondantes de rotation de 

la roue étaient 5.6±0.4 rpm et 11.6±0.9 rpm. Cette modalité a été testée pour réduire la dépense 

énergétique de la roue à aubes et voir son impact sur le fonctionnement du chenal, notamment 

au niveau du transfert gaz-liquide. 

II.1.4.3.2.  Composition des eaux usées entrantes 

La composition des eaux usées synthétiques (voir paragraphe II.1.2. Eaux usées synthétiques) 

en entrée a été modifiée. Dans un premier temps, l’urée a été retirée. La concentration initiale 

était 30 mg.L-1 CO(NH₂)₂ (7 mg.L-1 CO(NH₂)₂-N). Dans un second temps, l’extrait de viande a 

été enlevé et la quantité de peptone a été divisée par deux. La dose initiale de l’extrait de viande 

était 1 mL.L-1, et la dose de peptone était de 160 mg.L-1. Le Tableau 21 résume la composition 

de l’entrée standard, sans urée, avec la moitié de peptone et sans extrait de viande. L’objectif 

était de simuler la variabilité des eaux usées réelles en changeant la charge en azote et en DCO. 

La « qualité » de l’extrait de viande a été variable d’un flacon à l’autre, d’où les fluctuations de 

la DCO entre « Standard » et « Sans urée ».  
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Entrée Standard Sans urée 
Sans viandox 

+ 1/2 peptone 

DCO (mg.L-1) 337 455 131 

TN (mgN.L-1) 85.9 46.1 34.9 

NTK (mgN.L-1) 83.6 44.2 32.2 

Ammonium (mgNH4-N.L-1) 14.7 21.5 16.8 

Nitrites (mgNO2-N.L-1) 0.1 0.3 0.1 

Nitrates (mgNO3-N.L-1) 2.2 1.6 2.6 

Norg (mgN.L-1) 68.9 22.7 15.4 

Phosphore total (mgP.L-1) 12.5 20.7 7.3 

DCO/N/P 27/6.9/1 22/2.2/1 18/4.8/1 

Tableau 21. Composition des eaux usées synthétiques entrantes 

II.1.4.3.3.  Age des boues 

Avant le 20 avril 2022, en raison de la configuration de la sortie du chenal gravitaire, l’ADB 

était variable (Figure 51). L’extraction de la biomasse par voie manuelle avait pour objectif un 

maintien de la concentration en biomasse fixée à 0.5 g.L-1. 

A partir du moment où le débit de sortie du chenal a été imposé via une pompe péristaltique, 

l’âge des boues (ADB) est devenu un paramètre opérationnel aisé à maîtriser et faire varier. Il 

était dès lors égal au temps de séjour hydraulique. Il a été modifié en changeant le débit 

d’extraction de la pompe mise en place (Figure 52) à partir du 20 avril 2022 (ainsi que le débit 

d’alimentation) (Équation 26). Deux âges des boues ont été testés : 5 et 8.2 jours (Tableau 

22). 

𝐴𝐷𝐵 = 
𝑄𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛
𝑉𝐿𝐻𝑅𝐴

 

Équation 26 

Avec : 

o ADB : âge de boues (j) 

o Qextraction : volume journalier d’extraction/sortie (L.j-1) 

o VCHRA : volume du chenal (L) 

Date ADB Qextraction  Fréquence Textraction Qpompe 

25/04/2022 – 

10/06/2022 
5 jours 16 L.j-1 8 fois.j-1 3 min 0,665 L.min-1 

24/06/2022 – 

24/09/2022 
8.2 jours 9.2 L.j-1 8 fois.j-1 3 min 0,383 L.min-1 

Tableau 22. Paramètres opératoires pour les différents âges des boues 
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II.2. Méthodes analytiques 

Les méthodes analytiques ci-dessous ont été appliquées pour les photobioréacteurs et le CHRA. 

II.2.1.  Biomasse 

II.2.1.1.  MES et MVS 

Les Matières En Suspension (MES) et les Matières Volatiles En Suspension (MVS) ont été 

mesurées selon les normes Afnor (“Afnor NF EN 872,” 2005) en triplicat. Des filtres en fibres 

de verre (Whatman, GF/C) ont été placés à l’étuve à 105°C pendant 2h, puis dans le dessiccateur 

pour refroidir. Le filtre a été pesé et la masse a été notée notée M1. Un échantillon de culture a 

été prélevé et a été filtré avec un kit de filtration sous vide et une pompe. Le filtre avec la 

biomasse a été placé à l’étuve à 105°C au minimum 4h, puis dans le dessiccateur jusqu’à 

refroidir à température ambiante. L’ensemble a été pesé, la masse a été notée M2. Les MES ont 

été déterminées : 

𝑀𝐸𝑆 =
𝑀2 −𝑀1
𝑉𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟é

 

Équation 27 

Avec : les MES en g.L-1, les masses M en g et le volume filtré en L 

Le filtre avec la biomasse a ensuite été placé à l’étuve à 550°C au minimum 4h, puis dans le 

dessiccateur pour refroidir. Il a été pesé, la masse a été notée M3. Les Matières Volatiles En 

Suspension (MES) ont été calculées : 

𝑀𝑉𝑆 =
𝑀3 −𝑀2
𝑉𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟é

 

Équation 28 

Avec : les MVS en g.L-1, les masses M en g et le volume filtré en L 

II.2.1.2.  Productivité et productivité cumulée 

II.2.1.2.1.  Photobioréacteur 

Pour les photobioréacteurs, la productivité comprend la biomasse produite dans la culture et la 

biomasse extraite manuellement à chaque cycle. Ainsi, elle a été déterminée comme : 

𝑃𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖 = 𝑃𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 + 𝑃𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡 

 

𝑃𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖 = [𝑉𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 ∗ (𝑀𝐸𝑆𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖 −𝑀𝐸𝑆𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖−1)] + [𝑉𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡 ∗ 𝑀𝐸𝑆𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖] 

Équation 29 

Avec : 

o Pcycle i : productivité lors d’un cycle (gMES) 

o Vculture : volume de la culture (L) 
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o Vextrait : volume extrait (L) 
o MES en g.L-1 

La productivité cumulée Pcumulée,réacteur correspond à la productivité Pcycle i et la somme des 

productivités antérieures : 

𝑃𝑐𝑢𝑚𝑢𝑙é𝑒,𝑟é𝑎𝑐𝑡𝑒𝑢𝑟(𝑚𝑔/𝑗) = 𝑃𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖 + 𝑃𝑐𝑦𝑐𝑙𝑒 𝑖−1 

Équation 30 

II.2.1.2.2.  CHRA 

Dans le chenal, l’équation de la productivité a changé en fonction du mode d’extraction manuel 

ou par pompage décrit précédemment. 

Du 05/11/2021 au 20/04/2022, la productivité inclut la biomasse produite dans la culture, la 

biomasse accumulée dans le décanteur et la biomasse extraite manuellement pour maintenir la 

concentration dans la culture à 0.5 g.L-1. La productivité de biomasse Pj1 est décrite comme : 

𝑃𝑗1 = 𝑃𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 + 𝑃𝑑é𝑐𝑎𝑛𝑡𝑒𝑢𝑟 + 𝑃𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛,𝑚𝑎𝑛𝑢𝑒𝑙𝑙𝑒
= [𝑉𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 ∗ (𝑀𝐸𝑆𝑗 −𝑀𝐸𝑆𝑗−1)] + [1.055 ∗ ∆𝑡𝑒𝑚𝑝𝑠] + [𝑉𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡 ∗ 𝑀𝐸𝑆𝑗] 

Équation 31 

Du 20/04/2022 au 08/11/2022, la productivité inclut la biomasse produite dans la culture et la 

biomasse extraite par pompage dans le décanteur. La productivité de biomasse Pj2 est décrite 

comme : 

𝑃𝑗2 = 𝑃𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 + 𝑃𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛,𝑝𝑜𝑚𝑝𝑒 = [𝑉𝑐𝑢𝑙𝑡𝑢𝑟𝑒 ∗ (𝑀𝐸𝑆𝑗 −𝑀𝐸𝑆𝑗−1)] + [𝑉𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑖𝑡 ∗ 𝑀𝐸𝑆𝑗] 

Équation 32 

Avec : 

• la productivité de biomasse Pj1 et Pj2 en g 

• le volume Vculture et Vextrait en L 

• les MES en g.L-1 

• la biomasse accumulée dans le décanteur en moyenne 1.055 en g.j-1 

• le pas de temps entre les mesures de MES ∆temps en jours 

Enfin, dans les deux cas, la productivité cumulée Pcumulée,CHRA correspond à la productivité Pj et 

la somme des productivités antérieures : 

𝑃𝑐𝑢𝑚𝑢𝑙é𝑒,𝐶𝐻𝑅𝐴 = 𝑃𝑗+ 𝑃𝑗−1 

Équation 33 

II.2.1.3.  Composition biochimique 

Pour déterminer la composition de la biomasse (protéines, glucides et lipides), différents 

protocoles ont été testés puis validés pour une application sur le long terme. Un échantillon de 

biomasse a été prélevé régulièrement, lyophilisé et stocké au congélateur pour déterminer la 
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composition en termes de protéines (dosage de l’azote Kjeldahl), lipides (Farinacci and Laurent, 

2023) et glucides (Dubois et al., 1956). Les protocoles adaptés et les résultats obtenus sont 

présentés dans la partie III.1. Adaptation de méthodes simplifiées pour caractériser la 

composition de la biomasse. 

II.2.2.  Traitement des eaux usées 

Pour évaluer les performances d’épuration, les eaux usées en entrée et sortie ont été analysées 

avec des kits micro-méthodes (Macherey-Nagel) pour la DCO, les formes de l’azote, ions NH4
+, 

NO2-, NO3-) et le phosphore total. Chaque échantillon a été filtré et dilué si nécessaire pour 

entrer dans la gamme de mesure (Tableau 23). 

Paramètre Filtration Dilution Gamme de mesure 

DCO Non Non 15-160 mgO2.L
-1 

Ammonium 0.45 μm Non 0.04-2.3 mgNH4-N.L-1 

Nitrites 0.45 μm 10 * 0.003-0.46 mgNO2-N.L-1 

Nitrates 0.45 μm 10 * 0.3-22 mgNO3-N.L-1 

Azote global 0.45 μm 10 * 1.0-16 mgN.L-1 

Phosphate total 0.45 μm 20 * 0.2-5 mgP.L-1 

Tableau 23. Micro-méthodes pour les analyses physico-chimiques 

L’abattement des polluants a été calculé : 

𝑅 = 100 ∗ (1 −
𝐶𝑠𝑜𝑟𝑡𝑖𝑒
𝐶𝑒𝑛𝑡𝑟é𝑒

) 

Équation 34 

Avec : l’abattement R en %, la concentration en entrée et en sortie des nutriments en mg.L-1 

II.2.3.  Activité du consortium de microalgues et de bactéries 

Les mécanismes biologiques à l’œuvre dans le CHRA sont caractérisés par des flux d’oxygène 

dissous entre les microorganismes. Dans le consortium, les algues libèrent l’oxygène essentiel 

à l’oxydation bactérienne, et dans le même temps, les populations bactériennes produisent le 

CO2 indispensable à la photosynthèse. D’autre part, le transfert de l’oxygène entre les phases 

gaz et liquide participe au bilan sur l’oxygène dans le chenal. La question scientifique est donc 

la suivante : « Peut-on estimer quantitativement l’activité des microalgues et des bactéries via 

la mesure d’oxygène dissous dans le chenal ? ». Pour répondre à cette problématique, 

l’approche a été la suivante :  

• L’oxygène dissous a été mesuré en continu dans le système ; 

• Les données expérimentales ont été simulées selon un modèle simplifié qui identifie la 

consommation et la production d’oxygène dues aux microorganismes et le transfert 

d’oxygène gaz-liquide. 
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II.2.3.1.  Modélisation 

Le modèle de (Buhr and Miller, 1983) a été simplifié et implémenté dans le logiciel AQUASIM 

version 2.1 (Reichert, 1994). L’oxygène dissous a été modélisé pour chaque modalité testée 

dans le chenal. Le solveur d’optimisation de paramètres intégré à AQUASIM (méthode 

sequant) a été utilisé pour caler les paramètres du modèle sur les différentes périodes. 

Quelques simplifications ont été introduites dans le modèle. Les microalgues, les bactéries 

hétérotrophes et nitrifiantes ont été considérées : 

• La concentration en microalgues n’est pas représentée dans le système mais simplement 

le taux de production d’oxygène maximal (OPRmax), pondéré par des termes de Monod 

sur le CO2 et l’azote total ainsi qu’une fonction on/off représentant la présence ou 

absence de lumière (L(t) = 0 ou 1 selon absence ou présence de lumière) ; 

• La consommation d’oxygène par respiration exogène des bactéries autotrophes et 

hétérotrophes a été globalisée (le modèle présenterait sinon trop de degrés de liberté au 

regard des données expérimentales disponibles pour le calage). L’objectif n’étant pas 

d’évaluer la concentration en bactéries, le paramètre de calage est donc le produit du 

taux de croissance maximal et de la concentration en bactéries μB,maxX (considéré 

constant sur l’échelle de temps considérée) ; 

• Le terme de respiration endogène OURendogène englobe les microalgues et les bactéries 

et est supposé constant sur l’échelle de temps considérée ; 

• Le transfert d’oxygène est modélisé selon la théorie du double-film (Lewis and 

Whitman, 1924). 

Les cinétiques et stœchiométrie des processus biologiques et physiques impliqués sont décrits 

dans le Tableau 24 (matrice de Gujer). Les valeurs et les unités des paramètres du modèle sont 

listées dans le Tableau 25. 

Processus 

Oxygène 

dissous 

O2 

Substrat 

S 
Cinétique 

Photosynthèse 

(Croissance des 

microalgues) 

+ 1  𝑂𝑃𝑅𝑚𝑎𝑥 ∗
𝐶𝑂2

𝐾𝐶 + 𝐶𝑂2
∗

𝑁𝑡
𝐾𝑁 + 𝑁𝑡

∗ 𝐿(𝑡) 

Respiration exogène 

(Croissance des 

bactéries 

hétérotrophes + 

autotrophes) 

- (1-Y)/Y - 1/Y 𝜇𝐵,𝑚𝑎𝑥𝑋 ∗
𝑆

𝐾𝑠 + 𝑆
∗

𝑂2
𝐾𝑂2 + 𝑂2

∗
𝑁𝑡

𝐾𝑁 + 𝑁𝑡
 

Respiration endogène - 1  OURendogène 

Transfert gaz-liquide + 1  𝑘𝐿𝑎,𝑂2(𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) 

Tableau 24. Cinétiques du modèle 

Les flux d’oxygène correspondants deviennent respectivement : 



II.2 Méthodes analytiques 

112 

• Bactéries  

𝑂𝑈𝑅𝑒𝑥𝑜𝑔è𝑛𝑒 = −
−(1 − 𝑌)

𝑌
𝜇𝐵,𝑚𝑎𝑥𝑋 ∗

𝑆

𝐾𝑠 + 𝑆
∗

𝑂2
𝐾𝑂2 + 𝑂2

∗
𝑁𝑡

𝐾𝑁 + 𝑁𝑡
 

Équation 35 

• Microalgues 

𝑂𝑃𝑅 = 𝑂𝑃𝑅𝑚𝑎𝑥 ∗
𝐶𝑂2

𝐾𝐶 + 𝐶𝑂2
∗

𝑁𝑡
𝐾𝑁 +𝑁𝑡

∗ 𝐿(𝑡) 

Équation 36 

• Mortalité 

𝑂𝑈𝑅𝑒𝑛𝑑𝑜𝑔è𝑛𝑒 

Équation 37 

• Transfert gaz-liquide 

𝑂𝑇𝑅 = 𝑘𝐿𝑎,𝑂2(𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) 

Équation 38 

Paramètre Description Unité 

t Temps j 

T Température °C 

L(t) Lumière ON/OFF avec alternance jour/nuit / 

Injection Injection ON/OFF d’eaux usées synthétiques / 

F 
Débit d’entrée : 

Injection * Q (m3/h) * 24 (h) 
m3/j 

CO2,0 Concentration en C minéral à l’entrée mgCO2/L 

S0 Concentration en substrat à l’entrée mgDBO5/L 

OURexogène Respiration exogène des bactéries hétérotrophes mgO2/L/h 

OURendogène Respiration endogène des bactéries et des microalgues mgO2/L/h 

S Concentration en substrat organique mgDBO5/L 

X Concentration en bactéries mg/L 

O2 Concentration en oxygène dissous mgO2/L 

O2,sat 
Concentration en oxygène à saturation :  

0.0045*T^2-0.3636*T+14.504 
mgO2/L 

Nt Concentration en azote minéral total mgN/L 

CO2 Concentration en CO2 dissous mgC/L 

Y Rendement de croissance des bactéries  

0.4 g 

bactéries/mg 

DBO 

consommée 
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Kc Constante de demi-saturation du carbone minéral 
0.044 

mgCO2/L 

Kn Constante de demi-saturation de l’azote 
0.014 

mgN/L 

KO2 Constante de demi-saturation de l’oxygène 
0.256 

mgO2/L 

Ks Constante de demi-saturation du substrat 
10 

mgDBO5/L 

KLa,O2 Coefficient de transfert de l’oxygène j-1 

Tableau 25. Paramètres du modèle 

Les données expérimentales d’oxygène dissous ont été importées et ont été séparées en 2 

périodes de 4 et 5 j. La constante de demi-saturation Ks a été fixée à 20 mg.L-1, une valeur 

donnée dans le modèle ASM1 (Henze et al., 1999). Ensuite, trois paramètres μB,maxX, OPRmax 

et OURendo ont été calés en fonction de ces données. Pour s’assurer de la validité du calage, 

plusieurs calages ont été lancés avec différentes valeurs initiales de μB,maxX, OURendo et OPRmax 

(Tableau 26), pour chaque jeu de données (pour s’assurer de la robustesse du calage, ce qui a 

permis d’éviter des phénomènes de minimums locaux avec des valeurs potentiellement 

aberrantes des paramètres) 

μB,maxX OPRmax OURendo 

300 300 300 

100 100 100 

200 200 50 

50 200 200 

200 50 200 

10 10 10 

80 30 150 

500 40 5 

2 180 60 

700 80 200 

Tableau 26. Valeurs initiales de OPRmax, OURendogène et μB,maxX 

Le jeu de valeurs obtenues a été calé : 

• Par un test statistique du χ² avec une valeur de χ² la plus faible possible sous réserve que 

les valeurs soient biologiquement possibles,  

• Visuellement par comparaison de la courbe expérimentale et du modèle (exemple sur la 

Figure 53). Un jeu de données indépendant a été également utilisé pour chaque modalité 

afin de valider les paramètres obtenus. 
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Figure 53. Exemple de données d’oxygène dissous expérimentales et simulées 

II.2.3.2.  Détermination expérimentale du kLaO2 

L’oxygène dissous est un paramètre fondamental dans des procédés biologiques comme le 

CHRA. Au sein du consortium microalgues-bactéries, les microalgues produisent l’oxygène 

nécessaire à l’oxydation bactérienne, et en parallèle, les bactéries hétérotrophes libèrent le 

dioxyde de carbone utilisé pendant la photosynthèse. En plus des microorganismes, le transfert 

de l’oxygène entre l’air et le liquide a une grande influence sur le processus. Le coefficient de 

transfert kLaO2 est dépendant de l’hydrodynamique du système, qui est en grande partie le 

résultat du mélange via la roue à aubes. Ce terme de transfert a constitué une donnée de base 

pour le modèle présenté ci-dessus et la démarche de calage associée : le coefficient de transfert 

doit être déterminé expérimentalement et fixé. 

Le protocole expérimental, réalisé en eau claire, a consisté à amener l’oxygène dissous proche 

de zéro (par ajout de sulfite de sodium avec du chlorure de cobalt, le catalyseur). Ensuite, 

l’agitation a été mise en marche jusqu’à ce que la valeur d’oxygène dissous soit à l’équilibre. 

Grace à un bilan massique simplifié sur l’O2 (OPR et OUR ont été éliminés par absence de 

bactéries ou de microalgues en eau claire). Après intégration de l’Équation 38, la valeur de 

kLaO2 a été estimée avec la méthode des moindres carrés pour ajuster les données simulées avec 

les données expérimentales. 

 𝑂2(𝑡) = 𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − (𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2,𝑖𝑛𝑖) exp(−𝑘𝐿𝑎,𝑂2𝑡) 

Équation 39 

Avec : O2(t), la concentration en oxygène mesurée à l’instant t, O2,sat, la concentration en 

oxygène à saturation, et O2,ini, la concentration en oxygène initiale. 
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L’expérience a été réalisée dans le CHRA avec de l’eau claire en circuit fermé. La sonde 

employée (O2 Sensor InPro 6860i) a été la même qui a mesuré les données en continu dans la 

culture, et elle a été calibrée avant chaque essai. Le niveau d’eau était 11.5 cm, soit un volume 

de 86L dans le chenal. Les deux vitesses de rotation testées ont correspondu à des tensions de 

3.5V et 7V pour le moteur connecté à la roue à aubes. Le catalyseur, le chlorure de cobalt 

(CoCl2.6H2O) et le sulfite de sodium (Na2SO3) ont été ajoutés en début d’essai. La quantité de 

CoCl2.6H2O a été calculée comme suit : 

[𝐶𝑜] = 0.5 𝑚𝑔. 𝐿−1 → [𝐶𝑜𝐶𝑙2. 6𝐻2𝑂] = 2.017 𝑚𝑔. 𝐿
−1 

𝐶𝑜𝐶𝑙2. 6𝐻2𝑂 (𝑔) =  
2.017 ∗ 𝑉𝐶𝐻𝑅𝐴

1000
 

Si 8 kg de Na2SO3 peuvent absorber 1 kg d’oxygène dissous (OD), la quantité à ajouter de 

sulfite de sodium a été déterminée :  

𝑁𝑎2𝑆𝑂3 (𝑔) =  
8 ∗ [𝑂𝐷] ∗ 𝑉𝐶𝐻𝑅𝐴

1000
 

Au final, les masses de réactifs sont 0.173 g de CoCl2.6H2O et 5.8 g de Na2SO3. 

Les données expérimentales combinées à la méthode des moindres carrés du solveur Excel ont 

donné une valeur de kLaO2 de 12.2 j-1 à vitesse basse et 27.4 j-1 à vitesse haute. 

II.2.4.  4. Analyse statistique 

II.2.4.1.  Boîtes à moustaches 

Les boîtes à moustache ou Box-plot (Figure 54) permettent de représenter graphiquement la 

variabilité d’un jeu de données. Le minimum, le 1er quartile (25%), la médiane M (50%), le 

3ème quartile (75%) et le maximum sont figurés. Les extrémités de la boîte représentent 

l’intervalle interquartile qui englobe 50% de la distribution des données. Les limites supérieure 

et inférieure (les moustaches) sont calculées comme : 1,5 x intervalle interquartile. 

 

Figure 54. Schéma d'une boîte à moustaches (Gouvernement du Canada, 2021) 
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II.3. Analyse du Cycle de Vie (ACV) 

II.3.1.  Logiciel ACV4E 

ACV4E est un logiciel d’approche simplifié de l’Analyse du Cycle de Vie (ACV) des systèmes 

d’assainissement développé par Irstea (désormais INRAE) dans le cadre d’une collaboration 

avec l’ONEMA. L’unité complète peut être modélisée avec le réseau de collecte, le procédé 

d’épuration et la filière des boues produites. L’échelle visée est pour les petites et moyennes 

collectivités (jusqu’à 10 000 équivalents-habitants environ). 

Le logiciel est divisé en quatre compartiments (“Logiciel ACV4E - Structure,” 2016) :  

• Une base de données « Réseaux » qui donne les éléments pour créer un réseau de 

collecte. 

• Une base de données « Stations » qui fournit des modèles de stations à boues activées, 

filtres plantés de roseaux, lagunage (jusqu’à 10 000 EH). Le bilan matière, le devenir 

des boues, les consommables ainsi que la consommation d’énergie globale peuvent être 

modifiés. 

• Un générateur de scénarios d’assainissement pour combiner les réseaux de collecte et 

les stations d’épuration. 

• Un calculateur d’impacts environnementaux basé sur la méthode Recipe. Il résulte en 

18 indicateurs d’impacts. Les résultats sont présentés sous forme d’histogrammes ou 

peuvent être exportés dans un tableau Microsoft Excel. 

Les indicateurs d’impacts environnementaux sont les suivants : Changement climatique, 

Destruction de la couche d’ozone, Acidification des milieux, Eutrophisation en eau douce, 

Eutrophisation en mer, Émissions toxiques pour l’homme, Pic d’ozone (oxydations 

photochimiques), Formation de particules fines, Émissions toxiques en milieu terrestre, 

Émissions toxiques en eau douce, Émissions toxiques en mer, Radioactivité, Occupation de 

terres cultivables, Occupation d’espace urbain, Disparition d’espace naturel, Épuisement des 

ressources en eau, Épuisement des métaux, Épuisement des ressources fossiles. 

II.3.2.  Description des filières 

Quel que soit la filière étudiée, le choix a été réalisé de modéliser le traitement des effluents 

d’une collectivité de 1500 EH. En moyenne, le rejet journalier citadin est de soit 60 gDBO5.j
-

1.EH-1, ce qui donne en entrée une charge organique de 90 kgDBO5.j
-1. Toutefois, comme la 

station se situe en zone rurale, on se base sur le rejet journalier rural de 50 gDBO5.j
-1.EH-1. 

Ensuite, on considère ici qu’un Français (un EH) rejette en moyenne 150 L.j-1.  

• La station est dimensionnée pour : 90.103/50 = 1800 habitants en zone rurale française 

• Le volume journalier est de : 1800*0,15 = 270 m3.j-1  

• La concentration en DBO5 correspond à : 90.106/270.103 = 333.5 mgDBO5.L
-1 

Les charges polluantes entrantes sont résumées dans le Tableau 27. 
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 Charge  

(m3.j-1 ou kg.j-1) 

Concentration 

(mg.L-1) 

Charge hydraulique 270 / 

DBO5 90 333.5 

DCO 216 800 

NTK 18 66.7 

PT 3,6 13.3 

Tableau 27. Charges et concentrations à traiter par la station de 1500 EH 

Trois filières sont comparées : 

• Une filière par procédé conventionnel à boues activées ; 

• Une filière par filtre planté de roseaux à écoulement vertical ; 

• Une filière avec un CHRA. 

Ainsi, le chenal est comparé à la filière de type intensif la plus courante et avec une filière 

extensive également très répandue. 

II.3.2.1.  Filière boues activées 

Le traitement secondaire (ou biologique) se déroule dans un réacteur aéré. Le procédé est 

dimensionné à très faible charge avec nitrification + dénitrification. Il n’y a pas de traitement 

spécifique du phosphore d’implémenté ici. La biomasse produite constitue la boue activée qui 

est séparée par décantation puis est recyclée dans le bassin d’aération. Le surplus de boues 

produites est conduit vers la file de traitement des boues.  

Le traitement des boues se fait sur des lits de séchage plantés de roseaux. Ce procédé a été 

choisi car on se situe dans le cas d’une petite collectivité. Le rhizocompostage est composé d’un 

massif filtrant constitué de couches de sable de granulométries différentes qui reposent sur un 

radier ceinturé de parois en béton. Sur le massif, des roseaux sont plantés et forment un réseau 

de racines (rhizomes). Les boues sont épandues sur la surface des lits selon des cycles alternant 

des périodes de repos et d’alimentation. Lors de l’application des boues, les rhizomes favorisent 

le drainage des percolats, l’aération du milieu. À long terme, cela permet une stabilisation des 

boues via un processus de compostage (Boutin et al., 2010). 

II.3.2.2.  Filière filtre planté de roseaux (FPR) 

Appartenant aux traitements biologiques à cultures fixées sur supports fins, un filtre planté de 

roseaux (Figure 55) est composé d’au moins deux étages en série avec (Boutin et al., 2010) : 

• Une couche filtrante qui retient les MES en surface où des boues s’accumulent ; 

• Une couche de transition qui empêche la migration vers la couche inférieure ; 

• Une couche drainante pour drainer les eaux qui s’écoulent au sein du massif filtrant. 

Le premier étage est constitué de 3 couches de gravier et le second étage de 3 couches de sable. 

Les deux étages sont plantés des mêmes espèces de roseaux (Phragmites Australis) (Risch and 

Boutin, 2010). Chaque étage comprend 3 ou 2 filtres en parallèle. Cela permet pour chacun une 

phase d’alimentation par bâchées successives (3-4 j) suivie d’une phase de repos (6-8 j). Le rôle 
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de l’alimentation par bâchées est de favoriser l’aération du système en profondeur en alternant 

phases de « flaquage » et drainage. 

 

Figure 55. Schéma d’un filtre à écoulement vertical (Risch and Boutin, 2010) 

II.3.2.3.  Filière CHRA 

Le traitement biologique est réalisé dans un chenal où les eaux usées sont mélangées via une 

roue à aubes. Par photosynthèse via la lumière du soleil, les microalgues convertissent le 

dioxyde de carbone (CO2) et les nutriments présents (azote, phosphore) en biomasse et en 

dioxygène (O2). En parallèle, les bactéries utilisent l’oxygène libéré par les algues pour leur 

métabolisme conduisant à la dégradation des composés organiques et à l'oxydation de l'azote 

ammoniacal, tout en produisant les nitrates et le CO2 nécessaires aux algues. 

II.3.3.  Objectifs et champ de l’étude 

Durant cette phase, les objectifs et le champ de l’étude sont cadrés. L’objectif principal de cette 

étude est de comparer les impacts environnementaux des différentes technologies de traitement 

des eaux usées décrites ci-dessus. 

Pour rappel, l’Unité Fonctionnelle est la performance quantifiée d’un système de produits 

destinée à être utilisée comme unité de référence dans une analyse du cycle de vie (“ISO 

14040,” 2006). L’objectif est le traitement des eaux usées pour une petite collectivité de moins 

de 1500 EH. Dans le rapport de (Risch and Boutin, 2011), l’unité fonctionnelle choisie est 

le « kg de DBO5 traité par jour ». 

Le périmètre inclut l’exploitation et l’entretien de la station, le curage et l’épandage des boues 

(Figure 56), et la filière optionnelle de rhizocompostage qui ne s’applique qu’au procédé à BA. 

La construction et l’infrastructure n’ont pas été prises en compte dans les impacts 

environnementaux. 
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Figure 56. Périmètre du système (adapté de ((Risch et al., 2012)) 

II.3.4.  Inventaire de la filière CHRA 

La collecte de données d’inventaire a été réalisée pour les boues activées et le filtre planté de 

roseaux dans deux rapports (Boutin et al., 2010; Risch and Boutin, 2010) et comprend : 

• L’exploitation de la station (consommation électrique, réactifs, roseaux et entretien des 

filtres, curage des boues et opérations journalières) 

• Les rejets (air et eau) déterminés par le bilan matière 

 

Les rapports détaillent les types et les quantités de matériau, les opérations impliquées pour la 

construction et le démantèlement de la station, et également le fonctionnement et l’entretien du 

site. Dans le logiciel ACV4E, il est possible de modifier : la consommation électrique, les 

pathogènes, le devenir des boues, le bilan matière, les consommables et interventions, et les 

réactifs. Pour les filières « Boues activées » et « FPR », aucun compartiment n’a été modifié à 

part la fin de vie des boues où le scénario a été modifié pour 100% d’épandage avec une distance 

de transport de 20 km. La consommation électrique de la filière BA est fixée à 345.9 kWh.j-1 et 

la production des boues est définie à 526 kg.j-1 en matière brute (siccité de 30% soit 158 kg 

MS.j-1). Pour le FPR, la consommation électrique est fixée à 2.7 kWh.j-1 et la production des 

boues est définie à 126.2 kg.j-1 en matière brute (siccité de 25% soit 31.5 kg MS.j-1). 

ACV4E contient une base prédéfinie de données des filières de traitement. Pour modéliser le 

CHRA, le choix a été fait de se baser sur les données d’une lagune naturelle et d’adapter les 

valeurs pertinentes à celles du chenal. L’inventaire de l’infrastructure du CHRA n’a pas été 

réalisé, et c’est pour cela que la construction et l’infrastructure n’ont pas été prises en compte 

dans le calcul des impacts environnementaux. Le bilan matière et la fin de vie des boues ont été 

modifiés en accord avec nos données expérimentales, et les pathogènes et la consommation 

électrique en fonction de la bibliographie. Sur le site web, un tableur Excel « Fichier d’aide à 

la réalisation des bilans » est disponible pour faciliter le bilan matière sur les entrées et sorties 
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de l’azote, du phosphore, du carbone, des composés traces organiques et des éléments traces 

métalliques, et aider à la conversion d’un bilan matière en g.EH-1.j-1 en bilan matière en %. 

 

La composition de l’entrée choisie par (Risch and Boutin, 2011) a été gardée pour le CHRA. 

Les abattements moyens obtenus avec nos EU standard à vitesse basse (voir paragraphe 

III.3.1.1.2. Traitement des eaux usées) ont été appliqués pour estimer la composition de 

l’effluent de sortie (Tableau 28). 

 

Paramètre 
Entrée 

(g.m-3) 

Entrée  

(g.j-1.hab-1) 

Sortie 

(g.m-3) 

Sortie  

(g.j-1.hab-1) 

DCO 800 120.0 34.7 5.2 

Ctot 300.0 45.0 34.7 5.2 

N-NH4 50 7.5 2.0 0.3 

N-NO2 0 0.0 1.3 0.2 

N-NO3 0 0.0 38.7 5.8 

Norg tot 16.7 2.5 2.0 0.3 

Ntot 66.7 10.0 44.0 6.6 

P-PO4 10.7 1.6 7.3 1.1 

P-Part 2.7 0.4 0.7 0.1 

Ptot 13.3 2.0 8 1.2 

Tableau 28. Composition des eaux usées en entrée et en sortie en g.m-3 et en g.j-1.hab-1 

En dehors des abattements en pollution acquis pendant l’exploitation du chenal, peu de données 

sont recensées sur les émissions dans l’air et les boues des CHRA. Des hypothèses ont donc été 

réalisées pour compléter le bilan matière. 

II.3.4.1.  Carbone 

On considère un abattement moyen expérimental de 88.5% de la DCO. Par analogie avec une 

boue activée, 76.1% du carbone éliminé de l’eau sont émis sous forme de CO2, 0.4% sont émis 

sous forme de CH4 et 23.5% sont émis dans les boues (carbone organique) (Bilans matière des 

stations d’épuration modélisées pour ACV4E : hypothèses et calculs, 2018). 

II.3.4.2.  Azote 

Pour un système de traitement basé sur des microalgues, les émissions de N2O représentent 

0.13-0.57% de l’azote total entrant (Plouviez and Guieysse, 2020). Ici, 0.57% a été retenu 

comme facteur d’émission. Il est à noter que ce facteur d’émission est variable et fait encore 

l’objet de recherches pour en comprendre les paramètres d’influence (Casagli et al., 2021a). 

Le dégagement d’azote sous forme d’ammoniac NH3 a été considéré négligeable, car le pH n’a 

jamais été supérieur à 8 dans notre installation. Un pH élevé (>9) favorise la forme NH3 et son 

dégagement. 

On a considéré que le reste de l’azote est émis sous forme de diazote N2. Une dénitrification a 

pu avoir lieu dans le système lorsque la concentration en O2 diminue la nuit et surtout dans le 

décanteur qui récupère l’effluent de sortie riche en nitrates ensuite dégazés sous forme de 

diazote. Le système n’était pas agité, et la concentration en oxygène dissous très faible. 
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L’azote organique présent dans la biomasse a été déterminé en divisant la teneur en protéines 

par le coefficient 6.25. 

II.3.4.3.  Phosphore et micropolluants 

Dans l’effluent de sortie, le phosphore total est réparti à 95% en phosphate et à 5% en phosphore 

organique. Pour la biomasse, le phosphore total se retrouve à 58% sous forme de pentoxyde de 

phosphore (P2O5) et à 42% sous forme de phosphore organique (Bilans matière des stations 

d’épuration modélisées pour ACV4E : hypothèses et calculs, 2018). 

Le bilan sur les micropolluants n’a pas été modifié et correspond aux résultats du projet 

AMPERES pour une lagune naturelle (Catel et al., 2016). 

Le Tableau 29 résume le bilan matière ainsi effectué sur les flux entrants et sortants de carbone, 

d’azote, de phosphore et de micropolluants du chenal. 

ENTREE (g.EH-1.j-1) 
SORTIE (%) 

TOTAL 
Air Eau Boue 

7.5 N-NH4   2.5 0.0 N-NH4 

2.5 N-org   2.8 11.1 N-org 

0 N-NO2   2.1 0.0 N-NO2 

0 N-NO3   58.3 0.0 N-NO3 

  N-NH3 0     N-NH3 

  N-NO 0     N-NO 

  N-N2O 0.6     N-N2O 

  N-N2  22.6     N-N2  

10 N Tot. Entrée 23.2 65.7 11.1 100.0 N Tot, Sortie 

0.4 P-org   3.2 14.9 P-org 

1.6 P-PO4   61.4   P-PO4 

0 P-P2O5      20.5 P-P2O5  

2 P Tot. Entrée   64.6 35.4 100.0 P Tot, Sortie 

  C-CO2 67.3     C-CO2 

  C-CH4 0.4     C-CH4 

45 C-inerte   11.5 20.8 C-org 

0 C-DBO5   0 0 C-inerte 

45 C Tot. Entrée 67.7 11.5 20.8 100.0 C Tot, Sortie 

3.60E-05 Cd 0 15.0 85.0 Cd 

7.20E-05 Hg 50 15.0 42.5 Hg 

1.85E-03 Ni 0 85.2 15.0 Ni 

1.17E-03 Pb 0 15.0 85.0 Pb 

1.19E-04 Co 0 85.0 15.0 Co 

4.68E-04 As 0 85.0 15.0 As 

8.82E-04 Mo 0 50.0 50.0 Mo 

2.47E-02 Zn 0 15.0 85.2 Zn 

1.02E-02 Ba 0 50.0 50.0 Ba 

9.72E-03 Cu 0 15.0 85.0 Cu 

1.96E-03 Cr 0 15.0 85.1 Cr 

3.24E-04 V 0 84.9 15.0 V 

1.80E-04 Dichlorométhane 87.8 12.0 0.0 Dichlorométhane 

5.40E-06 Simazine    100.0 0.0 Simazine  

3.96E-05 2.4-dichlorophénol  0 48.0 52.0 2.4-dichlorophénol  

Tableau 29. Bilan matière du CHRA 
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II.3.4.4.  Boues 

Pour la fin de vie des boues, on a fait l’hypothèse de 100% d’épandage avec une distance de 

transport de 20 km. Pour la production des boues, avec la charge hydraulique standard de 0.016 

m3.j-1, 1.055 g.j-1 de boues ont été produits par le chenal pilote (voir Résultats). En extrapolant 

avec un volume journalier de 270 m3.j-1, 77.4 kg.j-1 de boues sont produits. On considère ici 

une siccité de 23% en supposant une déshydratation par sacs filtrants (Van Den Hende et al., 

2016). Cette valeur est à prendre avec précaution : elle est basée sur la production de biomasse 

lors des expérimentations conduites durant les présents travaux. Or, le chenal était alimenté en 

eaux usées synthétiques qui ne contiennent pas de matières particulaires. Aussi, la charge 

organique (DCO) des EU synthétiques est plus faible que les EU considérées dans ACV4E. La 

production de boues est donc potentiellement sous-estimée. 

II.3.4.5.  Consommation électrique 

La consommation électrique a également été adaptée pour que le chenal ait la même charge 

hydraulique en entrée (270 m3.j-1) que les autres systèmes. Dans l’ACV de (Garfí et al., 2017), 

une consommation de  0.25 kWh par m3 d’eau traitée a été renseignée. Ainsi, la consommation 

électrique supposée du CHRA est 67.5 kWh.j-1. 

II.3.5.  Impacts environnementaux 

À partir de l’inventaire, les impacts environnementaux sont estimés en utilisant des modèles. 

Ces modèles font le lien entre les émissions, les consommations, les activités et des pressions 

(classification en « catégories » ou midpoints), puis entre des pressions et des impacts 

environnementaux finaux (classification en « atteintes » ou endpoints) (Delavaud et al., 2021). 

Les résultats sont donnés dans une métrique d’équivalence pour que les impacts soient 

comparables (Figure 57). 

 

Figure 57. Impacts et dommages environnementaux de la méthodologie ReCiPe2016 (adapté 

de (Huijbregts et al., 2017) dans le rapport (Delavaud et al., 2021)) 

La méthode choisie dans ACV4E est ReCiPe (Notice et aide du logiciel ACV4E, 2018). Les 

facteurs de dommages (approche endpoint) sont basés sur des facteurs d’agrégation imprécis 
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ou manquant de transparence (Danic et al., 2014). La distinction midpoint et endpoint est 

essentielle dans l’évaluation des impacts. On choisit ainsi une approche midpoint pour notre cas 

d’étude. 

Les indicateurs et leurs unités fournis par le logiciel sont résumés dans le Tableau 30. Le critère 

« Occupation d’espace urbain » a été écarté car il est impacté en totalité par l’infrastructure des 

installations qui n’est pas considérée dans ce cas d’étude. L’évaluation des impacts se fera 

uniquement sur les indicateurs midpoints. 

Indicateur Unité 

Changement climatique kg CO2 eq 

Destruction de la couche d’ozone kg CFC-11 eq 

Acidification des milieux kg SO2 eq 

Eutrophisation en eau douce kg P eq 

Émissions toxiques pour l’homme kg 1.4-Dichlorobenzène eq 

Pic d’ozone kg COVNM eq 

Formation de particules fines kg PM10 eq 

Émissions toxiques en milieu terrestre kg 1.4-Dichlorobenzène eq 

Émissions toxiques en eau douce kg 1.4-Dichlorobenzène eq 

Radioactivité kg U235 eq 

Occupation de terres cultivables m2a 

Disparition d’espace naturel m2 

Epuisement des ressources en eau m3 

Epuisement des métaux kg Fe eq 

Epuisement des ressources fossiles kg pétrole eq 

Tableau 30. Impacts environnementaux et unités fournis par ACV4E
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Partie III :  Résultats et discussion 

III.1. Adaptation de méthodes simplifiées pour caractériser la composition 

de la biomasse 

L’un des objectifs du présent travail est l’évaluation du potentiel d’un consortium de 

microalgues/bactéries en tant que biomasse compatible avec la production de biocarburants de 

3ème génération. À cette fin, il est fondamental de pouvoir caractériser la composition 

biochimique avec des méthodes simples permettant un suivi régulier et peu coûteux. Ainsi, 

avant d’analyser la biomasse produite par les photobioréacteurs ou le CHRA, les méthodes 

d’analyse des lipides et des glucides de la littérature ont été évaluées sur des échantillons 

commerciaux de Chorella et Spirulina. La quantification des protéines a été sous-traitée au 

laboratoire d’étude des eaux (LEE) de l’ENGEES, qui avait déjà établi un protocole (analyse 

de l’azote total de Kjeldahl). Les valeurs obtenues ont été comparées à celles du fournisseur 

ainsi qu’à une analyse gravimétrique (pour les lipides) effectuée par un laboratoire externe 

accrédité COFRAC. Ceci a permis de valider les méthodes et de les transposer à la biomasse 

produite lors des différentes expérimentations. Pour chaque technique, les méthodes et produits 

utilisés, la réaction et la validation des méthodes sont expliqués dans les sections suivantes.   

III.1.1. Dosage des lipides 

Note : Cette section fait l’objet d’un article publié : J. Farinacci ; J. Laurent (2023), Critical 

assessment of the sulfo-phospho-vanillin method to quantify lipids in freeze-dried microalgae, 

Journal of Applied Phycology, https://doi.org/10.1007/s10811-023-02930-3 

Comme pour de nombreux dosages colorimétriques avec des matrices complexes, une couleur 

de fond, une turbidité ou encore des interférences lors de la réaction peuvent générer des erreurs 

de quantification. Cet aspect n'a pas encore été considéré de manière exhaustive pour des 

échantillons de microalgues. L'objectif est d’évaluer la robustesse de l'essai existant (Mishra et 

al., 2014) en mettant l'accent sur trois aspects : les ajouts dosés pour les effets matrice, l’essai 

de compensation pour l’absorbance de fond et le temps de réaction. 

III.1.1.1. Réactifs et échantillons 

L'acide sulfurique (98%), l'acide orthophosphorique (85%), la vanilline (99%) et l'acide oléique 

(99%) ont été achetés chez Carl Roth (Karlsruhe, Allemagne). L'éthanol (96%) a été acheté 

chez VWR (Radnor, Pennsylvanie, USA). L'huile de colza de la marque Carrefour Bio a été 

achetée dans une épicerie locale. 

La sulfo-phospho-vanilline (SPV) a été préparée en ajoutant 0.6 g de vanilline dans 10 mL 

d'éthanol, 90 mL d'eau distillée et 400 mL d'acide phosphorique à 85%. Le mélange a été stocké 

dans l'obscurité. Le réactif a été préparé le jour même où les dosages ont été effectués. 

Les biomasses analysées étaient des échantillons commerciaux de microalgues utilisées comme 

compléments alimentaires. Elles ont été achetées en ligne sur le site du fournisseur Végétopie 

(www.vegetopie.com, Arles, France). Les microalgues choisies étaient Spirulina et Chlorella 

vulgaris. Elles ont été lyophilisées et réduites en poudre.  
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Comme référence, la teneur en lipides a été déterminée par le laboratoire accrédité (COFRAC) 

Larebron (Illkirch-Graffenstaden, France) avec une méthode gravimétrique interne ML 

AR1024 basée sur un traitement à l’acide chlorhydrique, une extraction à l’éther de pétrole et 

une pesée. La mesure en triplicat a donné 6.3±0.5 g de lipides par 100 g de Spiruline et 9.5±0.8 

g de lipides par 100 g de Chlorelle. 

III.1.1.2. Protocole 

 

Figure 58. Protocole d’analyse des lipides (Mishra et al., 2014) 

Le protocole expérimental (Figure 58) est basé sur (Mishra et al., 2014). Une solution mère de 

microalgues à 10 g.L-1 a été préparée avec de l'eau distillée. Des volumes (25 à 100 μL) de 

solution mère ont été ajoutés dans des tubes à essai et complétés avec de l'eau distillée pour 

atteindre un volume final de 100 μL. 2 mL d'acide sulfurique ont été ajoutés. Le tube à essai a 

été chauffé à 100°C pendant 10 min et laissé refroidir à température ambiante. 5 mL de SPV 

ont été ajoutés pour obtenir la couleur rose. Le tube a été chauffé à 37°C pendant 15 min, puis 

stocké pendant 1 h dans l'obscurité. L'échantillon a été versé dans une cuvette jetable semi-

micro pour mesurer l’absorbance à 530 nm avec un spectrophotomètre UV-VIS (UV-3100PC, 

VWR). 

III.1.1.3. Étalonnage 

Dans la littérature, l’étalon est sélectionné selon la nature de l’échantillon analysé. Par exemple, 

six étalons (huile de colza, huile de maïs, huile de tournesol, huile de lin, cholestérol et huile de 

foie de morue) ont donné des courbes d’étalonnage avec une pente moyenne significativement 

différente (Cheng et al., 2011). Avec les microalgues, plusieurs étalons ont été testés (Tableau 

31). 

Échantillon Méthode Étalon Référence 

Chlorella vulgaris 

UTEX 259, Chlorella sorokiniana 

UTEX 2805, Chlorella 

minutissima UTEX 2341, 

Chlorella sp. NC64A 

Micro-

plaques 
Huile de maïs 

(Cheng et 

al., 2011) 

Ettlia sp., Monoraphidium sp., 

Chlorella vulgaris, 

Nannochloropsis oceanica 

Tube Huile de colza 
(Mishra et 

al., 2014) 

Schizochytrium sp. S31 (ATCC 

20888), Thraustochytrium sp. 

PRA 296, Thraustochytrium sp. 

AMCQS5–5, Schizochytrium sp. 

DT3 

Tube 
Huile de 

schizochytrium 

(Byreddy et 

al., 2016) 

Amphidinium carterae, 

Heterocapsa triquetra, 

Prorocentrum minimum, P. 

Tube Huile de colza 
(Park et al., 

2016) 

100 μL 
d'échantillon

2 mL H2SO4 / 
10 min à 

100°C et repos

5 mL SPV / 15 
min à 37°C et 
obscurité 1h

Absorbance à 
530 nm
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micans, Alexandrium minutum, 

Oxyrrhis marina, Scrippsiella 

trochoidea, Ostreopsis cf. ovata, 

Lingulodinium polyedrum, 

Dunaliella tertiolecta, 

Thalassiosira sp. 

Lipomyces starkeyi DSM 70296, 

Chlorella vulgaris CPCC90 
Tube 

Acide oléique et acide 

palmitique 

(Anschau et 

al., 2017) 

Tableau 31. Etudes utilisant la méthode SPV avec la nature de l’échantillon et l’étalon utilisé 

En raison du mécanisme de réaction supposé de la méthode SPV, le type d'acides gras (degré 

de saturation, présence de doubles liaisons ou de groupes hydroxyle libres) a un impact sur les 

résultats en termes d'absorbance (Johnson et al., 1977; Knight et al., 1972). En outre, des 

travaux antérieurs ont montré que les composés saturés tels que les esters de cire et les 

triglycérides (TAG) présentaient une réactivité inattendue (McMahon et al., 2013). Ainsi, la 

précision de la méthode dépend de l’étalon de référence (Patel et al., 2019). Les lipides des 

microalgues sont caractérisés par des acides gras saturés et monoinsaturés (Sharma et al., 2012). 

« Comme dans le tissu végétal des plantes, les algues vertes contiennent principalement des 

acides gras C16 et C18 avec un fort degré d’insaturation (Thompson, 1996). » En effet, C. 

vulgaris and S. obliquus sont composées en grande partie d’acides gras C16 et C18, semblables 

aux huiles végétales (Huang et al., 2016). Ainsi, comme dans d’autres études (Anschau et al., 

2017; Chen et al., 2018; Mishra et al., 2014; Palmer et al., 2021; Park et al., 2016), l'huile de 

colza et l'acide oléique ont été utilisés comme étalons.  

Pour chaque étalon testé, une solution mère d’étalon a été préparée en dissolvant l’étalon dans 

l'éthanol (Knight et al., 1972) à 1 g.L-1. Différents volumes de solution mère étalon (0 à 70 μL) 

ont été ajoutés dans des tubes à essai. Ensuite, de l'éthanol a été ajouté pour atteindre 100 μL 

dans le tube. Les mesures ont été faites en triplicata. La réaction SPV décrite le paragraphe 

III.1.1.2. Protocole a été réalisée sur tous les échantillons (Figure 58). Comme attendu, la 

couleur rose s’est intensifiée à mesure que la quantité d'étalon (acide oléique ou huile de colza) 

a augmenté (Figure 59). 

 

Figure 59. Etalonnage avec 0, 27, 40, 50, 70 μL d’acide oléique (gauche) et 30, 40, 50, 70 μL 

d’huile de colza (droite) 

Les courbes d'étalonnage ont été tracées avec l'absorbance moyenne (530 nm) en abscisse et la 

quantité d’étalon en ordonnée (Figure 60). Une relation linéaire entre la quantité d’étalon et 

l'absorbance a été mise en évidence avec un coefficient de détermination R² de 0.995 pour 
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l'acide oléique et de 0.991 pour l'huile de colza. Selon l'analyse de régression, les erreurs types 

des pentes pour l'huile de colza et l'acide oléique sont respectivement 10.2 (6.9%) et 5.2 (5%) 

µg/unité d'absorbance. 

 

Figure 60. Courbes d’étalonnage avec l'acide oléique et l'huile de colza 

III.1.1.4. Le temps de réaction 

(Anschau et al., 2017) ont étudié l'impact du temps de réaction avec leur étalon (acide oléique) 

comme échantillon et ont relevé l’absorbance toutes les 15 min pendant 1 h. Ils ont remarqué 

que l'absorbance restait stable après 30 min. Une durée de stockage de 45 minutes avait alors 

été maintenue comme défini par (Knight et al., 1972). Dans notre cas, l'absorbance a été 

mesurée toutes les 15 min jusqu'à 60 min après ajout de SPV, et ce pour des quantités 

croissantes de Chlorella (250, 500, 750, 1000 µg) et non d’étalon (Figure 61).  
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Figure 61. Évolution de l'absorbance dans le temps pour différentes masses de Chlorelle 

Pour chaque quantité de Chlorelle, l'absorbance n'est pas restée stable et a augmenté avec le 

temps jusqu'à 12% par rapport au temps 0 (Tableau 32), même si les tubes ont été laissés dans 

l'obscurité entre chaque relevé. La quantité de Chlorelle ajoutée n'a pas semblé influencer cette 

d’évolution de l'absorbance car les valeurs ont augmenté de manière similaire : +4-5% au bout 

de 15 min, +7-8% au bout de 30 min... La quantité de Chlorelle a tout de même donné, comme 

attendu, des valeurs initiales d’absorbance différentes. Pour les analyses ultérieures, la durée a 

été fixée à 1 h. Il est obligatoire de maintenir le temps de réaction constant pour les étalonnages 

et les dosages. 

 Hausse (%) de l’absorbance à … 

 15 min 30 min 45 min 60 min 

Chlorelle 250 μg 4.9 8.1 11.0 11.5 

Chlorelle 500 μg 4.2 8.5 9.4 12.0 

Chlorelle 750 μg 4.3 7.5 8.9 10.5 

Chlorelle 1000 μg 4.0 7.1 9.3 10.9 

Tableau 32. Hausse de l'absorbance dans le temps pour différentes quantités de Chlorelle 

III.1.1.5. Les ajouts dosés 

Dans l’échantillon, les composés d’intérêt (l’analyte) sont les lipides, le reste constituant la 

matrice. Celle-ci peut affecter la qualité du dosage, ce qui est appelé « effet matrice » : des 

interférences avec les réactions en jeu sont susceptibles d’induire une réponse différente en 

termes d’absorbance. Pour investiguer ces interférences potentielles (évaluation de la sélectivité 

de la méthode), la procédure par ajout dosé peut être utilisée. Des quantités variables d’analyte 

(l’étalon) sont ajoutées à une masse fixe d’échantillon. La régression linéaire est ensuite 

y = 0,0003x + 0,1476
R² = 0,933

y = 0,0007x + 0,2721
R² = 0,952

y = 0,0007x + 0,3731
R² = 0,833

y = 0,0012x + 0,4669
R² = 0,968

0,10

0,15

0,20

0,25

0,30

0,35

0,40

0,45

0,50

0,55

0,60

0 10 20 30 40 50 60

A
b

so
rb

an
ce

 (
5

3
0

 n
m

)

Temps (minutes)

250 ug 500 ug 750 ug 1000 ug



Partie III :  Résultats et discussion 

129 

extrapolée pour une absorbance nulle, et l’intersection avec l’axe des ordonnées correspond à 

la quantité d’analyte dans l’échantillon (Figure 62). 

 

Figure 62. Effet matrice sur l'absorbance par ajouts dosés 

Dans les tubes à essai, une quantité fixe de microalgue (300 µg, soit 30 μL de la solution mère 

de microalgues dans l’eau déminéralisée) a été introduite alors qu’une quantité variable d'étalon 

(30 à 70 µg) a été ajoutée. Le protocole avec la SPV a été réalisé, puis l’absorbance a été 

mesurée. L'absorbance à 530 nm a ensuite été tracée en fonction de la quantité d’étalon ajouté 

(Figure 63, Figure 64). 

 

Figure 63. Ajouts dosés avec l'huile de colza 

y = 139,97x - 28,44
R² = 0,993

y = 137,45x - 16,69
R² = 0,999

y = 126,64x - 2,22
R² = 0,988

0

10

20

30

40

50

60

70

80

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

Et
al

o
n

 (
u

g)

Absorbance

chlorelle spiruline etalonnage



III.1.  Adaptation de méthodes simplifiées pour caractériser la composition de la biomasse 

130 

 

Figure 64. Ajouts dosés avec l'acide oléique 

Une relation linéaire entre la quantité d’étalon et l'absorbance à 530 nm a été déterminée. Les 

pentes obtenues ont été comparées à celles de l'étalonnage. Pour l'huile de colza, les pentes 

déterminées par étalonnage et par ajouts dosés avec Chlorelle et Spiruline étaient 

respectivement de 126.64, 139.97 et 137.45 µg/unité d’absorbance. Compte tenu de l'écart-type 

des pentes compris entre 2 et 7%, la différence entre l'étalonnage classique et les ajouts dosés 

peut être considérée comme négligeable : la méthode ne subit pas d’effet matrice significatif. 

Elle peut donc être considérée aussi sélective que précédemment montré (Anschau et al., 2017).  

III.1.1.6. Blanc de réactifs et essais de compensation 

Un blanc de réactif est un mélange de réactifs sans échantillon/étalon qui est remplacé par de 

l’eau. 100 μL d’eau distillée ont été ajoutés au tube à essai et les étapes du protocole ont été 

suivies. L’absorbance à 530 nm était de 0.017. Par la suite, elle a été soustraite aux valeurs 

d’absorbance pour correction. 

En raison de leur couleur, le solvant, les réactifs ou la matrice peuvent interférer avec la lecture 

de l'absorbance après réaction. Pour étudier ce point, un essai de compensation a été réalisé. 

Celui-ci consiste, en parallèle du dosage classique, à préparer des tubes contenant l'échantillon 

(0 à 1000 µg de Spiruline et de Chlorelle) et les réactifs sans la vanilline (uniquement l’acide 

phosphorique) : cela est donc supposé empêcher le développement de la couleur rose lors de la 

réaction. Ces tubes ont dès lors suivi chaque étape du protocole.  

Cet essai et le dosage ont été réalisés pour les échantillons de Spiruline et Chlorelle lyophilisées 

en suspension dans l'eau distillée. Deux solutions mères ont été préparées à une concentration 

de 10.04 g.L-1 pour la Spiruline et 10.07 g.L-1 pour la Chlorelle. Dans des tubes à essai, des 

aliquots de 25, 50, 75 et 100 µL de solution mère de microalgues ont été diluées avec de l'eau 

distillée jusqu'à un volume final de 100 µL, qui a subi une réaction SPV. Pour évaluer l'impact 

de la couleur de l'échantillon sur l'absorbance, le protocole a été réalisé deux fois pour chaque 

quantité de biomasse : un tube à essai avec tous les réactifs et un deuxième tube à essai avec 
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tous les réactifs sauf la vanilline. Comme observé avec les étalons, la couleur rose s'est 

intensifiée à mesure que la concentration en microalgues a augmenté (Figure 65 – Gauche). 

 

Figure 65. Essai de compensation avec (gauche) et sans (droite) vanilline pour Chlorelle 

Comme attendu, avec la vanilline, une relation linéaire entre la quantité de microalgues et 

l'absorbance à 530 nm a été bien établie avec des coefficients de détermination R2 > 0,99 

(Figure 66).  

 

Figure 66. Absorbance en fonction de la quantité de microalgues avec et sans vanilline 

Cependant, d'autres substances contenues dans les microalgues ont généré une absorbance à 

530 nm, même sans vanilline (Figure 65 – Droite) : ainsi, l'absorbance a également augmenté 

avec la quantité de microalgues, atteignant jusque 0,21 avec Chlorelle. Le développement de 

couleur a été principalement observé lors de la première étape du protocole (digestion acide). 

Ce phénomène n'a jamais été rapporté et quantifié de cette manière pour la caractérisation 

d’échantillons de microalgues avec la méthode SPV. Seules deux publications récentes 

mentionnent des mesures d'absorbance effectuées sur le même tube, avant et après l'ajout de 

phospho-vanilline, pour des échantillons de zooplancton de crustacés (Pinger et al., 2022), de 

cerveau de porc et d'E. Coli (Bailey et al., 2022). De plus, ces deux méthodes diffèrent 

légèrement de celle employée dans la présente étude : ici, l'absorbance a été mesurée dans deux 
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tubes séparés. Dans le premier tube, de la phospho-vanilline a été ajoutée alors que dans le 

second, seul de l'acide phosphorique a été ajouté. L'absorbance de fond mesurée pour le second 

tube doit être soustraite de l'absorbance déterminée avec la vanilline. La valeur corrigée a 

ensuite été tracée en fonction de la quantité de microalgues (Figure 67). Cette correction 

pourrait être nécessaire lors de la réalisation du test SPV sur des échantillons de biomasse de 

microalgues, afin d'éviter une surestimation de la teneur en lipides. 

 

Figure 67. Absorbance corrigée par l'essai de compensation en fonction de la quantité de 

microalgues 

III.1.1.7. Discussion 

Les teneurs en lipides de la Chlorelle et de la Spiruline ont été calculées avec un étalonnage 

classique, par ajouts dosés et essai de compensation pour être comparées à la composition 

déterminée avec la méthode gravimétrique par le laboratoire (Tableau 33).  

Microalgue 

Méthode 

gravimétrique 

(%) 

Étalon 

Étalonnage 

conventionnel 

(%) 

Ajouts 

doses (%) 

Étalonnage avec 

compensation 

(%) 

Spiruline 6.3±0.5 

Huile de 

colza 
5.6±0.4 (n=4) 

5.6±0.2 

(n=5) 
4.5±0.5 (n=4) 

Acide 

oléique 
5.1±0.2 (n=4) 

5.2±0.7 

(n=5) 
4.2±0.6 (n=4) 

Chlorelle 9.5±0.8 

Huile de 

colza 
9.1±0.5 (n=4) 

9.6±1.2 

(n=5) 
7.1±0.3 (n=4) 

Acide 

oléique 
8.0±0.2 (n=4) 

10.2±1.9 

(n=5) 
6.4±0.5 (n=4) 

Tableau 33. Teneur en lipides selon différentes méthodes de quantification 

Pour l’étalonnage, l'absorbance à 530 nm est mesurée pour 300 µg de Chlorelle et Spiruline. La 

quantité de lipides est calculée avec les équations de la courbe d'étalonnage (Figure 60). Pour 
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les ajouts dosés, l'intersection avec l'axe des ordonnées correspond à la teneur en lipides dans 

300 µg de Chlorelle et Spiruline. Les quantités de lipides déterminées ainsi sont respectivement 

de : 16.7 µg (Spiruline) et 28.4 µg (Chlorelle) avec l'huile de colza (Figure 63) et 15.4 µg 

(Spiruline) et 29.4 µg (Chlorelle) avec l'acide oléique (Figure 64). Pour l’essai de 

compensation, l'absorbance à 530 nm est corrigée en retirant l’absorbance en absence de 

vanilline. La quantité de lipides est déterminée avec les équations des courbes d'étalonnage. La 

teneur en lipides est calculée en divisant la quantité de lipides par la quantité de biomasse. 

Bien que le laboratoire externe ait employé l'extraction par solvant pour quantifier les lipides, 

les valeurs obtenues avec la SPV ont été similaires. Cela confirme que la méthode SPV 

constitue un outil fiable pour la quantification des lipides. Cependant, les résultats obtenus à 

l'aide des trois méthodes d'étalonnage diffèrent dans une certaine mesure les uns des autres. 

Certaines hypothèses pourraient expliquer ces tendances : 

• L'incertitude inhérente à la méthode doit être prise en compte. Des facteurs tels que le 

pipetage de faibles volumes pendant le test (Bailey et al., 2022), les fluctuations de 

lecture du spectrophotomètre, la qualité de la régression linéaire de l'étalonnage, etc. ont 

évidemment affecté la dispersion globale des résultats. Ceci est particulièrement 

significatif dans cette étude car les teneurs en lipides des échantillons étaient assez 

faibles. 

• Le choix de l'étalon a un impact significatif comme cela a été démontré précédemment 

dans la littérature. Dans la présente étude, la différence entre l'acide oléique et l'huile de 

colza a entraîné jusqu'à 1% de différence dans le contenu estimé en lipides. L'acide 

oléique a donné les valeurs les plus proches des valeurs gravimétriques. 

• La méthode de correction par essai de compensation (mesure avec et sans ajout de 

vanilline) a conduit à des valeurs plus faibles que les valeurs non corrigées (étalonnage 

conventionnel). Ceci est attendu puisque l'absorbance de l’essai de compensation a été 

soustraite. Cependant, cela a conduit à une sous-estimation des valeurs par rapport à 

l'analyse gravimétrique. Ce n'était pas le cas avec la méthode par ajouts dosés qui a 

donné les résultats les plus proches de celle-ci. Contrairement à d'autres études utilisant 

une correction par essai de compensation (Bailey et al., 2022; Pinger et al., 2022), le 

blanc d'échantillon a été effectué ici en analysant un deuxième tube à essai où de l'acide 

phosphorique a été ajouté mais pas de vanilline. Il convient ici de rappeler que le 

mécanisme de réaction de la méthode SPV est seulement hypothétique dans la littérature 

(Johnson et al., 1977) : pendant la deuxième phase, le chromophore rose est supposé 

être généré par la réaction de la vanilline avec le carbonium lipidique généré pendant 

l'hydrolyse acide. Ici, l'acide phosphorique augmente l'absorbance du milieu, même sans 

vanilline. Ceci suggère un mécanisme de réaction supplémentaire pendant cette phase 

du protocole SPV. En effet, des études antérieures ont déjà souligné que le mécanisme 

de réaction n'est pas entièrement compris (par exemple, (McMahon et al., 2013)) 
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La quantification des lipides dans les microalgues lyophilisées à l'aide de la méthode SPV 

a été réalisée selon trois méthodes : étalonnage conventionnel, ajouts dosés et essai de 

compensation. Une couleur de fond suite à l'hydrolyse acide et à l'ajout d'acide 

phosphorique a interféré avec le dosage comme le prouvent les essais de compensation. 

Sur les échantillons de biomasse étudiés, cela a conduit à une différence allant jusqu'à 

37%. Ces résultats suggèrent que le mécanisme de réaction de la méthode SPV doit encore 

être investigué. Il est donc recommandé pour les futures études utilisant ce protocole 

d'effectuer une correction de l'absorbance de fond soit en mesurant l'absorbance avant et 

après l'ajout de phospho-vanilline, soit en effectuant des ajouts dosés. 

III.1.2. Les glucides  

Les glucides ont été quantifiés par la méthode développée par (Dubois et al., 1956), qui est 

encore utilisée pour caractériser des microalgues (Haris et al., 2022; Ramírez-Romero et al., 

2023). 

III.1.2.1. Réactifs et échantillons 

L'acide sulfurique (95.5%), le phénol (99.5%, cristaux) et le glucose (98%) ont été achetés chez 

Carl Roth (Karlsruhe, Allemagne). La solution de phénol (5% m/m) a été préparée sous hotte 

en dissolvant 10 g de phénol dans 200 mL d’eau distillée.  

Les biomasses analysées sont les mêmes que celles décrites dans le paragraphe III.1.1.1. 

Réactifs et échantillons. 

III.1.2.2. Protocole 

 

Figure 68. Protocole d’analyse des glucides (Dubois et al., 1956) 

Le protocole (Figure 68) a commencé par la préparation d’une solution mère de microalgues 

(1 g.L-1) avec de l'eau distillée. Des volumes (0.5 à 1 mL) de la solution mère ont été pipettés 

dans des tubes à essai et complétés avec de l'eau distillée pour atteindre 1 mL. Ensuite, 1 mL 

de la solution de phénol, puis 5 mL d’acide sulfurique concentré ont été ajoutés. L’échantillon 

a été laissé au repos 10 minutes. Le tube à essai a été placé au bain-marie à 25°C pendant 20 

minutes. Une coloration jaune-orangé a été observée. L'échantillon a été versé dans une cuvette 

jetable semi-micro pour mesurer l’absorbance à 490 nm avec un spectrophotomètre UV-VIS 

(UV-3100PC, VWR). 

III.1.2.3. Étalonnage 

La solution étalon mère de glucose (0.2 g.L-1) a été préparée en ajoutant 50 mg de glucose dans 

250 mL d’eau distillée. Dans des tubes à essai, des volumes de solution étalon mère (0.2 à 1 

mL) ont été ajoutés et complétés avec de l’eau distillée jusqu’à 1 mL. Les analyses ont été faites 

en triplicat et ont suivi le protocole expliqué dans la partie précédente. 
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Figure 69. Courbe d’étalonnage avec le glucose 

La courbe d’étalonnage a été tracée avec l'absorbance moyenne (490 nm) en abscisse et la 

quantité d’étalon en ordonnée (Figure 69). Les intervalles de confiance à 95% ont également 

été ajoutés. Une relation linéaire entre la quantité de glucose et l'absorbance a été établie avec 

un coefficient de corrélation R² de 0,994. Selon l'analyse de régression, l’erreur-type de la pente 

est 5.5 µg glucose/unité d'absorbance. 

La méthode de Dubois ne génère pas ou très peu d’absorbance de fond lors de la digestion 

acide. Il s’agit d’une méthode éprouvée déjà utilisée pour quantifier les glucides sur de 

nombreuses matrices, notamment les boues activées (Laurent et al., 2011, 2010, 2009). Le 

choix de l’étalon s’est porté sur le glucose à des fins de comparaison avec les données de 

la littérature. Un étalonnage conventionnel est donc approprié. 

III.1.3. Les protéines 

Les protéines ont été quantifiées par mesure de l’azote de Kjeldahl effectuée par une méthode 

interne du Laboratoire d’Etude des Eaux de l’ENGEES. La teneur en azote a ensuite été 

multipliée par 6.25 pour obtenir la teneur en protéines. Ce facteur suppose que la teneur en 

azote des protéines est de 16% (Mariotti et al., 2008). Toutefois, les teneurs en azote des 

protéines varient avec leur composition en acides aminés. Aussi, les microalgues contiennent 

d’autres espèces azotées comme les pigments, les acides nucléiques, les acides aminés libres et 

l’azote inorganique (nitrate, nitrite et l’ammoniac). Pour des macroalgues et des microalgues, 

d’autres facteurs de conversion ont été situés entre 3.75 et 5.72 (Lourenço et al., 2004, 2002). 

La facteur de conversion de 6.25 demeure quand même employé, de manière empirique, dans 

le domaine (Wang et al., 2021). Par ailleurs, le protocole de (Lowry et al., 1951) a également 

été testé, mais la première technique a été retenue des questions de coût, de temps et de sécurité.  
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III.1.3.1. Réactifs et échantillons 

L'acide sulfurique concentré (98%) et le catalyseur ont été achetés chez Carl Roth (Karlsruhe, 

Allemagne). 

Les biomasses analysées sont les mêmes que celles décrites dans le paragraphe III.1.1.1. 

Réactifs et échantillons. 

III.1.3.2. Protocole 

Le dosage a été réalisé selon la méthode Kjeldahl (ISO 5663:1984, 1984). 

III.1.4. Discussion 

Les méthodes ont été appliquées sur Spiruline et Chlorelle dont les compositions ont été 

indiquées par le fournisseur (Tableau 34). Les teneurs expérimentales en g d’étalon par g 

d’échantillon ont été converties en % et comparées à celles du fournisseur pour valider les 

méthodes choisies : le protocole de (Dubois et al., 1956) pour les glucides, la mesure de l’azote 

de Kjeldahl pour les protéines et le protocole de SPV décrit plus haut pour les lipides. 

 Spiruline (f) Spiruline (e) Chlorelle (f) Chlorelle (e) 

Lipides (%) 0.8 4 1.8 6.5 

Glucides (%) 12.8 12.1 10.7 14 

Protéines (%) 65.3 63.8 64.5 60.2 

Cendres (%) / 6.6 / 5.9 

Inconnu (%) 21.1 13.5 23 13.4 

Total connu (%) 78.9 86.5 77 86.6 

Tableau 34. Composition de Spiruline et Chlorelle avec f : fournisseur et e : expérimental 

Globalement, les compositions fournisseur et expérimentale sont similaires pour les deux 

microalgues avec une teneur importante en protéines suivie par les glucides et les lipides. La 

part d’inconnu a été plus importante chez le fournisseur, car les cendres n’ont pas été mesurées. 

Les teneurs en protéines via l’azote de Kjeldahl et celles de Vegetopie ont un écart inférieur à 

5%. Comme les valeurs sont si proches, on peut supposer que la même méthode a été employée. 

La part de glucides affiche un écart de 5.5% pour Spiruline, et un écart de 30.8% pour Chlorelle 

avec le fournisseur. La différence peut s’expliquer par le fait que la composition donnée sur 

l’emballage est représentative d’un lot à un moment donné, et n’a pas été mesurée en continu. 

Ainsi, l’échantillon peut avoir une composition légèrement différente de celle avancée par le 

fournisseur. La méthode de (Dubois et al., 1956) apparaît satisfaisante pour déterminer les 

glucides sur des microalgues. La teneur en lipides semble avoir été sur ou sous-estimée. Les 

teneurs expérimentales sont bien supérieures à celles du fournisseur. Les résultats obtenus par 

le laboratoire Larebron pour les lipides (Tableau 33) 6.3±0.5% (Spiruline) et 9.5±0.8% 

(Chlorelle) semblent indiquer que les valeurs du fournisseur ont été sous-estimées. Pour rappel 

(voir paragraphe III.1.1.7. Discussion), le protocole avec la SPV a été conclu comme fiable 

pour quantifier les lipides.  
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III.1.5. Conclusion 

La validation des méthodes analytiques a été réalisée sur des échantillons de microalgues 

lyophilisées commerciales Chlorelle et Spiruline. Les protocoles choisis se sont avérés 

satisfaisants et fiables étant donné la proximité des données expérimentales et du 

fournisseur. La linéarité, la sélectivité, la répétabilité ont particulièrement été investigués 

en ce qui concerne les lipides, ce protocole étant moins établi dans la littérature. Pour les 

futures analyses de lipides, un essai de compensation est recommandé pour corriger 

l’absorbance et éviter la surestimation des lipides. 
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III.2. Photobioréacteurs séquentiels avec injection de CO2 

Dans cette partie, des photobioréacteurs à l’échelle pilote fonctionnant en mode séquentiel (voir 

paragraphe II.1.3. Photobioréacteurs séquentiels) ont été mis en œuvre avec pour évaluer : 

1. Le fonctionnement en mode séquentiel d’un consortium microalgues/bactéries cultivé 

dans un photobioréacteur. Les flux d’azote seront notamment évalués au regard du 

potentiel de nitrification/dénitrification dans le système. 

2. L’impact de l’ajout de dioxyde de carbone sur le procédé en analysant la dynamique du 

pH et de l’oxygène dissous, la productivité du consortium et sa composition 

biochimique, ainsi que les performances de traitement des eaux usées, en faisant 

l’hypothèse que le carbone inorganique est limitant 

Les paramètres de dimensionnement et d’exploitation sont sensiblement identiques à ceux 

appliqués sur le chenal dans les études suivantes (voir partieIII.3. ). Le fonctionnement en mode 

séquentiel doit cependant mener à des conditions physico-chimiques différentes avec des 

variations plus marquées, notamment pour l’oxygène dissous. 

Pendant les 5 mois de fonctionnement, il y a eu quelques dysfonctionnements sur les pilotes. 

Au démarrage, de J1 à J10, les eaux usées synthétiques ont été malencontreusement préparées 

deux fois plus concentrées qu’attendu. Les quantités ont été corrigées par la suite. La période 

de J68 à J82 correspond à la fermeture de l’ENGEES (congés de fin d’année) où aucun 

échantillon n’a pu être prélevé. La période de J129 à J136 correspond à un dysfonctionnement 

des deux pilotes : l’agitation s’est arrêtée pendant 3 jours suite à une coupure de courant, et 

aucune extraction de biomasse n’a été réalisée pendant ce temps.  

III.2.1. Traitement des eaux usées 

Le traitement des eaux usées dans les photobioréacteurs a été évalué en mesurant les paramètres 

suivants sur le surnageant après chaque vidange : la DCO, les formes de l’azote (NTK, ions 

NH4
+, NO2

−, NO3
-), du phosphore (PO4

3-) et l’alcalinité. Le temps de séjour hydraulique était 

de 4 j.  

Face aux fluctuations de la DCO en sortie au bout de 2 mois, l’hypothèse, que 30 minutes de 

décantation n’étaient pas suffisantes et que des MES étaient encore présents, a été formulée. La 

procédure d’échantillonnage a été modifiée. Avant J70, les eaux usées ont été prélevées comme 

suit : les eaux usées ont décanté 30 minutes pour éliminer les MES, le surnageant a été congelé 

sans être filtré jusqu’à analyse. Après J70, le protocole a été le suivant : le surnageant a décanté 

30 minutes, puis a été préalablement filtré et congelé jusqu’à analyse.  

Ainsi, la variabilité des résultats due au changement de protocole de prélèvement a orienté la 

représentation des données non sur la base du temps, mais sous forme de box-plot avant et après 

la mise en place du dioxyde de carbone (II.2.4.1. Boîtes à moustaches). Un graphique sous 

forme de nuages de points dans le temps a été choisi pour la DCO pour illustrer la perturbation 

des données par les MES. Ensuite, le box-plot a été adopté pour les composés azotés et 

phosphorés, car il permet une lecture et une compréhension plus facile des résultats.  
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III.2.1.1. La DCO 

 

Figure 70. Évolution de la DCO dans R1 

 

Figure 71. Évolution de la DCO dans R2 

Les et Figure 70 et Figure 71 illustrent l’évolution de la Demande Chimique en Oxygène en 

sortie de système (le surnageant récupéré après la vidange). Dans les deux photobioréacteurs, 

l’élimination de la DCO a été très variable les deux premiers mois d’exploitation, allant de 47 

mg.L-1 à 275 mg.L-1 en sortie de R1 et de 20 mg.L-1 à 513 mg.L-1 en sortie de R2. Les 30 

premiers jours, cette variabilité peut se justifier par la période d’acclimatation du consortium 

combinée à des MES très variables. De plus, les eaux usées ont été deux fois plus concentrées 

jusqu’à J10. La concentration en MES a été stabilisée au bout d’un mois, ce qui a ensuite permis 

0

100

200

300

400

500

600

0 10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150 160 170

D
C

O
 (

m
g/

L)

Jour

DCO non filtrée DCO filtrée Date d'injection de CO2 DCO entrée

0

100

200

300

400

500

600

0 10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150 160 170

D
C

O
 (

m
g/

L)

Jour

DCO non filtrée DCO filtrée Date d'injection de CO2 DCO entrée



III.2.  Photobioréacteurs séquentiels avec injection de CO2 

140 

de mettre en place l’extraction et les prélèvements de biomasse en excès (maintien à 1 g.L-1). 

De plus, la différence de prélèvement et de traitement des échantillons avant et après J70 peut 

également expliquer les fluctuations de la DCO. En effet, avant J70, les eaux usées ont été 

prélevés comme suit : les eaux usées ont décanté 30 minutes pour éliminer les MES, le 

surnageant a été congelé sans être filtré jusqu’à analyse. Les variations de la DCO en sortie ont 

été causés par la présence de MES dans le surnageant : la DCO particulaire a été prise en compte 

en plus de la DCO dissoute. La décantation de 30 minutes a été plus ou moins efficace, et à 

certaines occasions, n’a pas suffi à débarrasser l’échantillon des flocs de biomasse. La méthode 

de prélèvement a donc été modifiée : les eaux usées ont décanté 30 minutes, le surnageant a été 

préalablement filtré et congelé jusqu’à analyse. Pour mieux se référer à l’activité biologique du 

consortium, on s’est référé à la DCO filtrée. En perspective, un suivi détaillé pourrait être 

effectué pour caractériser les propriétés de sédimentation de la biomasse, déterminer la durée 

optimale de décantation pour éliminer efficacement les MES de l’échantillon. 

Après J82, le traitement de la DCO s’est globalement stabilisé sous le seuil de 50 mg.L-1 dans 

les deux cultures. Dans l’un comme l’autre, les valeurs sont passées sous 50 mg.L-1 à partir de 

J89 quand les échantillons ont été préalablement filtrés. La filtration a amélioré la qualité des 

échantillons, mais a rendu difficile l’interprétation des résultats dans R1, car le kit CO2 a été 

mis en place au même moment. L’interprétation a été plus simple pour le photobioréacteur R2, 

car le dioxyde de carbone a été injecté plus tard à J129. À certaines périodes, les mesures ont 

été supérieures à 50 mg.L-1 : à J138 et J146 dans R1 et de J138 à J154 dans R2. Le phénomène 

dans R2 peut être expliqué par l’installation du kit CO2 à J129. De plus, à J144 et J150, les 

vidanges n’ont pas été correctement effectuées.  

 Avant CO2 Après CO2 

 DCO (mg.L-1) R (%) DCO (mg.L-1) R (%) 

R1 * * 37.9 ± 12.3 (n=31) 92.2 ± 2.5 

R2 42.9 ± 14.5 (n=19) 91.2 ± 3.0 63.7 ± 26.3 (n=14) 87.0 ± 5.4 

Tableau 35. Concentration moyenne de la DCO et abattement moyen R en sortie de R1 et R2 

avant-après injection de CO2 (*la DCO et l’abattement en sortie de R1 avant CO2 n’ont pas 

été calculés, car les échantillons non filtrés ont rendu les mesures trop variables) 

Les moyennes avec écarts-types (Tableau 35) attestent de l’efficacité du traitement de la DCO 

dans R1 et R2. Dans les deux photobioréacteurs, les abattements du même ordre de grandeur 

(>90%) avec des écarts-types faibles ont été atteints. Avec l’injection de dioxyde de carbone, 

l’élimination de la matière organique ne s’est pas améliorée dans R2. L’apport de CO2 n’a pas 

semblé avoir un effet significatif dans la réduction de la DCO. Les valeurs obtenues sont en 

accord avec la littérature. En effet, avec un dispositif expérimental similaire au nôtre, un 

consortium de microalgues et bactéries a traité 82.3% de la DCO d’eaux usées synthétiques 

(Mojiri et al., 2022). Il est nécessaire de rappeler que le nombre de données collectées avant et 

après l’apport du CO2 dans chaque réacteur a été différent.  

III.2.1.2. L’azote 

Dans les eaux usées synthétiques en entrée, l’azote global NGL a consisté en 91.7% d’azote 

organique (provenant de l’urée et de l’extrait de viande), 6.7% de nitrates et 1.6% d’ammonium. 
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L’analyse des espèces en sortie a permis d’identifier les principaux mécanismes en jeu dans la 

conversion de l’azote. Les Figure 72 et Figure 73 présentent l’évolution des formes de l’azote 

en sortie de R1 et R2 sous forme de box-plot. Pour rappel, en entrée : NGL = 49.2 mgN/L ; 

NTK = 45.9 mgN/L ; NO2
- = 0 mgN/L ; NO3

- = 3.3 mgN/L et NH4
+ = 0.8 mgN/L. 

   

  

Figure 72. Formes de l’azote (NH4+, NO2-, NO3-, Norg) en sortie de R1 
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Figure 73. Formes de l’azote (NH4
+, NO2

-, NO3
-, Norg) en sortie de R2 

Dans R1 (Figure 72), la modification du protocole d’échantillonnage a eu lieu à quelques jours 

d’intervalle avec la mise en place du kit CO2. L’écart interquartile plus étalé autour de la 

médiane montre que les données ont été plus dispersées avant CO2, particulièrement pour les 

ions ammonium, nitrates et l’azote organique, en raison de la méthode d’échantillonnage. Ainsi, 

l’hétérogénéité des données a été attribuée au protocole de prélèvement et à la période 

d’acclimatation, plutôt qu’à l’absence de l’apport en CO2 dans la catégorie « Avant CO2 ». Dans 

R2 (Figure 73), l’implémentation du dioxyde de carbone a été plus tardive à J129. Interpréter 

les effets potentiels du CO2 a donc été plus simple car, l’influence de la méthode de prélèvement 

est moindre. 

Comme observé avec la DCO, les concentrations en azote global (somme des nitrites, des 

nitrates et de l’azote de Kjeldahl) ont été variables durant toute la durée de l’expérience. Le 

premier mois, cette variabilité peut s’expliquer par la période d’acclimatation du consortium 

associée à des MES très variables. Parmi les composés azotés en sortie, les ions ammonium ont 

été mesurés en petites quantités dans les deux photobioréacteurs indépendamment du dioxyde 

de carbone, ce qui montre une nitrification efficace. Ensuite, les quantités de nitrites NO2
- ont 

été infimes (Q3=0.06 mgN/L) sur l’ensemble de la campagne de mesure dans R1 (Figure 72). 
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Une fois un régime relativement permanent établi, une majeure partie de l’azote a été convertie 

en nitrates NO3
- en fin de cycle, ce qui témoigne d’un important processus de nitrification dans 

R1. Cependant, les quantités de nitrites plus importantes (Q3=3.83 mgN/L) dans R2 ont mis en 

lumière un mécanisme d’accumulation de nitrites (Figure 73). Le phénomène peut s’expliquer 

par une période à J129 où l’agitation a été stoppée accidentellement et la biomasse a sédimenté 

pendant 3 jours. De plus, l’extraction de biomasse n’ayant pas été effectuée par la suite, la 

biomasse (bactéries autotrophes notamment)a été affectée et le système a mis un certain temps 

à retrouver des performances stables.. 

 

Les rendements sur l’azote global ont été relativement importants (Tableau 36), témoignant 

d’une potentielle dénitrification : les faibles teneurs en oxygène en début de cycle associées à 

une concentration en substrat organique élevée (cf. Suivi du pH et de l’oxygène dissous) ont en 

effet pu fournir des conditions favorables à une dénitrification par la flore bactérienne 

hétérotrophe. Ça a notamment été le cas lors du dysfonctionnement observé entre J129 et J136. 

 

 Avant CO2 Après CO2 

 NGL (mgN.L-1) R (%) NGL (mgN.L-1) R (%) 

R1 13.6 ± 10.8 (n=31) 72.4 ± 21.9 17.1 ± 8.4 (n=31) 65.3 ± 17.1 

R2 21.2 ± 8.0 (n=48) 56.9 ± 6.8 13.5 ± 6.8 (n=14) 72.6 ± 13.8 

Tableau 36. Concentration moyenne de l’azote global NGL et abattement moyen R en sortie 

de R1 et R2 avant-après injection de CO2 

Les performances épuratoires moyennes (Tableau 36) ont reflété les fluctuations de traitement 

affichées par la Figure 72 et la Figure 73. Les écarts-types élevés ont limité la portée de ces 

interprétations. En France, la réglementation impose, hors contraintes locales plus strictes, un 

seuil maximum de 15 mg.L-1 pour NGL en sortie ou un rendement minimum de 70% (“Arrêté 

du 21 juillet 2015,” 2015). Les données présentées ici se rapprochent de ces exigences. 

Dans le photobioréacteur R1, l’élimination de l’azote global a semblé peu affectée par l’apport 

en CO2. En effet, les abattements avant-après CO2 ont été du même ordre de grandeur, malgré 

des écarts-types importants. Cela rejoint la conclusion formulée pour la production de biomasse 

selon laquelle le CO2 n’a pas eu d’effet significatif sur R1, car la productivité a été identique 

tout au long de l’expérience (voir III.2.3. Productivité de la biomasse). Dans R2, avec la mise 

en place du CO2, le seuil de 15 mg.L-1 a été franchi et le rendement d’élimination a donc aussi 

augmenté de manière assez significative. Ces observations ont concordé avec le raisonnement 

amené par la productivité de biomasse, où le dioxyde de carbone a bénéficié au consortium 

microalgues-bactéries cultivé dans R2 : en complément de la dénitrification, la plus forte 

production de biomasse constatée a pu amener une assimilation de l’azote plus importante. Par 

conséquent, les abattements constatés de l’azote global, associés à leur variabilité, suggèrent 

trois mécanismes possibles :  

• Une dénitrification lorsque la teneur en oxygène dissous a baissé. Après la vidange, une 

période anoxique de quelques heures a eu lieu (cf. III.2.2. Suivi du pH et de l’oxygène 

dissous) où une dénitrification a pu se produire en absence d’oxygène, avec un nouvel 
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apport en matière organique par les eaux usées synthétiques fraîchement préparées et 

une partie des nitrates du cycle précédent la vidange. 

• Une assimilation par la biomasse. Une fois par semaine, la biomasse a été récupérée et 

l’azote de Kjeldahl (NTK) a été mesuré pour déterminer la part d’azote assimilé. En 

moyenne, la biomasse a assimilée 1.38±0.14 mgN.L-1.cycle-1 dans R1 et 2.41 mgN.L-

1.cycle-1 dans R2. En entrée, l’azote global des eaux usées s’est élevé à 49.2 mgN.L-1. 

La biomasse a assimilé en moyenne 2.8% d’azote dans R1 et 4.9% d’azote dans R2. 

L’assimilation a donc été un phénomène minoritaire mais un peu plus important dans 

R2. 

• Une volatilisation (stripping) de l’azote ammoniacal à pH élevé. Cependant, cette 

dernière a été certainement limitée, notamment après mise en place du CO2, car le pH a 

alors été maintenu sous 8.3. 

III.2.1.3. Le phosphore 

Dans les eaux usées synthétiques entrantes, le phosphore a été essentiellement apporté par 

l’hydrogénophosphate de potassium K2HPO4. Les graphiques présentent l’évolution des 

orthophosphates PO4
3- en sortie de R1 et R2 sous forme de box-plot (Figure 74). 

  

Figure 74. Orthophosphates en sortie de R1 (gauche) et de R2 (droite) 

Comme pour l’azote global, les concentrations des orthophosphates relevées après chaque 

vidange ont été variables dans les deux cultures. Après l’injection de CO2, les concentrations 

ont fluctué avec moins d’amplitude dans R2 que dans R1. En effet, l’écart interquartile est plus 

resserré autour de la médiane Q2 dans R2 (1.36<Q2<2.56) que dans R1 (1.07<Q2<3.73). Cette 

stabilité peut être expliquée par la productivité de biomasse plus élevée dans la culture R2, et 

donc une assimilation plus importante. 

L’élimination du phosphore a été très satisfaisante dans les deux photobioréacteurs avec des 

abattements moyens à hauteur de 80% (Tableau 37). Le traitement n’a pas semblé plus efficace 

dans R1 que dans R2. Les performances ont été plus variable dans R1 avec des écarts-types 

plus importants. Dans R1, l’ajout de CO2 n’a pas semblé impacter l’élimination des 

orthophosphates avec en sortie des concentrations moyennes quasi-identiques. Pareillement, 



Partie III :  Résultats et discussion 

145 

dans R2, l’abattement n’a pas varié après l’injection de dioxyde de carbone. En sortie de station, 

en zone sensible à l’eutrophisation et hors contraintes locales plus strictes, les performances 

minimales attendue sur le PT sont 2 mg.L-1 ou un rendement de 80% (“Arrêté du 21 juillet 

2015,” 2015). Les valeurs présentées ici se rapprochent de ces critères, et ce sans ajout de réactif 

supplémentaire ou de mise en place de systèmes spécifiques (comme une zone anaérobie pour 

la déphosphatation biologique). 

 Avant CO2 Après CO2 

 PO4
3- (mgP.L-1) R (%) PO4

3- (mgP.L-1) R (%) 

R1 2.7±1.4 79.3±10.7 2.6±1.6 79.1±12 

R2 2.0±1.1 84.3±8.6 2.1±0.6 83.9±4.7 

Tableau 37. Concentration moyenne des orthophosphates et abattement moyen R en sortie de 

R1 et R2 avant-après injection de CO2 

La précipitation des phosphates et l’assimilation par la biomasse sont ici les seules voies 

possibles de conversion du phosphore. Le pH a été maintenu à 7.5 avec le dioxyde de carbone. 

L’absence d’impact observé avant-après CO2 sur les résultats (ou avant-après régulation du pH) 

indique que la précipitation qui se déroule préférentiellement à pH élevé, n’a pas été la 

principale voie d’élimination du phosphore dissous.  

III.2.2. Suivi du pH et de l’oxygène dissous 

Le pH et l’oxygène dissous ont été mesurés en continu dans les photobioréacteurs pour suivre 

la dynamique du consortium microalgues-bactéries. En effet, l’oxygène dissous constitue un 

indicateur d’activité des microalgues qui le produisent par photosynthèse, et des bactéries qui 

le consomment pour oxyder les polluants. 

Des données du photobioréacteur R2 ont été sélectionnées pour illustrer le comportement 

caractéristique de la cuture sur un cycle entre deux vidanges (la première a été faite à t=0 et la 

seconde à t=2.25) avant et après l’injection de CO2. Les Figure 75 et Figure 76 présentent les 

évolutions de pH dans le réacteur avant et après injection de CO2 sur un cycle. De manière 

similaire, les Figure 77 et Figure 78 montrent les variations du taux en oxygène dissous en 

absence et en présence de CO2 sur un cycle. Les vidanges et les périodes de lumière ont été 

mises en évidence sur les graphiques. 
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Figure 75. Évolution du pH avant l’injection de CO2 (les zones en jaune correspondent aux 

périodes avec lumière) 

En absence de dioxyde de carbone (Figure 75), la tendance du pH peut être décrite comme suit : 

• A J0, immédiatement après la vidange : le pH a chuté après la vidange et l’apport d’eaux 

usées synthétiques fraîchement préparées. 

• De J0 à J0.5 : le pH a augmenté jusqu’à 8.7 avec la photosynthèse. En effet, les 

microalgues actives avec la lumière ont consommé le CO2 produit par les bactéries et 

libéré de l’oxygène. On note une augmentation plus lente jusqu’à environ J0.35 : 

l’impact de la photosynthèse est en partie compensé par les phénomènes d’oxydation 

bactérienne (nitrification notamment). 

• De J0.5 à J1 : lors de la période obscure, la photosynthèse a été stoppée alors que 

l’activité bactérienne s’est poursuivie avec l’utilisation de l’O2 et la production du CO2 

qui s’est accumulé dans le milieu d’où la réduction du pH de 8.7 à 7.54. 

• De J1 à J1.5 : il y a eu une hausse du pH de 7.54 à 9.2 liée à la photosynthèse (soit la 

consommation du CO2 par les microalgues). L’augmentation a été plus marquée, car les 

substrats sont devenus limitant pour l’oxydation bactérienne. 

• De J1.5 à J2 : pour cette seconde période obscure, une chute de pH a été enregistrée de 

9.2 à 7.6. L’oxydation bactérienne résiduelle ainsi que l’absorption du CO2 

atmosphérique qui s’accumule peuvent expliquer ce phénomène. 

• De J2 à J2.25 : avec la seconde période éclairée, le pH a de nouveau augmenté jusqu’à 

8.8 jusqu’à la vidange à J2.25. 
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Figure 76. Évolution du pH après l’injection de CO2 (les zones en jaune correspondent aux 

périodes avec lumière) 

En présence de CO2 (Figure 76), le pH a varié autour de 7,5 car, le dioxyde de carbone a été 

fréquemment injecté pour ramener les valeurs autour de cette consigne.  

• De J0.5 à J1 : pendant la nuit, 6 pics d’injections ont été dénombrés. 

• De J1 à J1.5 : la fréquence d’injection a augmenté (11 pics) car, avec la photosynthèse, 

le CO2 a été consommé par les microalgues, ce qui a fait augmenter le pH et nécessité 

d’ajouter du CO2 plus fréquemment pour compenser d’autant plus que l’activité 

bactérienne était ralentie avec la limitation en substrat.  

• De J1.5 à J2 : 13 pics d’ajout de CO2 ont eu lieu. La fréquence d’injection a été stable 

car, la photosynthèse s’est arrêtée. 

• De J2 à J2.25 : le dioxyde de carbone a été injecté jusqu’à la vidange un peu avant J2.25. 

En absence de CO2, le pH a varié avec plus d’amplitude de 7.4 à 9.2. La mise en place du CO2 

a permis comme attendu de maintenir le pH dans une gamme (±0.2) autour de 7.5. Les 

fréquences d’injection de CO2 suivent bien les tendances d’augmentation et diminution du pH 

observées sans ajout de CO2 durant les différentes phases. 

Le second paramètre suivi, l’oxygène dissous, a également été influencé par la mise en place 

de la régulation de pH via l’ajout de dioxyde de carbone. Avant l’ajout de CO2 (Figure 77), la 

tendance peut être décrite comme suit : 

• De J0 à J0.5 : après la vidange, l’oxygène dissous a atteint 0 mg.L-1, car l’oxydation 

bactérienne du nouveau substrat injecté a pris le dessus. L’oxygène a ensuite rapidement 

augmenté, car l’activité photosynthétique a démarré. De manière similaire aux 

évolutions de pH, on a observé un plateau de J0.25 à J0.35 correspondant à un équilibre 
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entre consommation et production d’oxygène. Une fois l’activité bactérienne ralentie du 

fait de la limitation en substrat, l’oxygène a continué d’augmenter jusqu’à une valeur 

proche de la saturation (10 mg.L-1, 19°C). 

• De J0.5 à J1 : avec la période obscure, la photosynthèse s’est arrêtée, ce qui explique la 

chute de l’oxygène dissous de 10 à 4 mg.L-1. La concentration n’a plus chuté à partir de 

J0.75, correspondant à un équilibre entre la consommation bactérienne (limitée par le 

substrat et probablement proche de la respiration endogène) et le transfert gaz-liquide 

d’oxygène. 

• De J1 à J1.5 : avec la lumière, la photosynthèse des microalgues a repris et est devenue 

de plus en plus prédominante avec une augmentation de l’oxygène dissous jusqu’à 11.4 

mg.L-1. A J1.25, la concentration en oxygène a commencé à diminuer, indiquant une 

limitation/inhibition de la photosynthèse : les mécanismes de respiration sont devenus 

alors plus significatifs par rapport à la production d’oxygène. 

• De J1.5 à J2 : durant la nuit, la production d’O2 a été stoppée alors que l’activité des 

bactéries a continué, ce qui est marqué par une diminution de la concentration de 10 à 

4 mg.L-1, similaire à ce qui est observé lors de la 1ère période obscure. 

 

Figure 77. Évolution de l’oxygène dissous avant l’injection de CO2 (les zones en jaune 

correspondent aux périodes avec lumière) 
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Figure 78. Evolution de l’oxygène dissous après l’injection de CO2 (les zones en jaune 

correspondent aux périodes avec lumière) 

Après l’injection de CO2 (Figure 78), la tendance de l’oxygène dissous a été très différente et 

peut être décrite ainsi : 

• De J0 à J0.5 : après la vidange, l’oxygène dissous a chuté jusqu’à 2 mg.L-1 et a de 

nouveau été en hausse jusqu’à l’arrêt de la période lumineuse. 

• De J0.5 à J1 : l’oxygène dissous a atteint un palier de 8 mg.L-1. 

• De J1 à J1.5 : l’oxygène dissous a commencé à augmenter à partir de J1.25, car les 

microalgues ont été actives avec la photosynthèse, et l’oxydation bactérienne a ralenti 

comme une grande partie du substrat a été dégradée. 

• De J1.5 à J2 : un palier a été atteint à 10 mg.L-1. Pendant la période obscure, il n’y a pas 

eu de photosynthèse et les bactéries n’ont plus utilisé d’oxygène car toute la matière 

organique a été oxydée. 

Le transfert gaz-liquide est aussi entré en compte dans l’oxygénation du photobioréacteur, 

même si le phénomène a été moins important que dans le chenal à haut rendement algal (voir 

II.2.3.2. Détermination expérimentale du kLaO2). 

III.2.3. Productivité de la biomasse 

Afin d’évaluer l’impact de la régulation de pH via l’ajout de CO2, la production de biomasse a 

été évaluée via un bilan massique dans chaque photobioréacteur, pendant les six mois (voir 

II.2.1.2. Productivité et productivité cumulée). La Figure 79 présente la productivité cumulée 

de biomasse dans les deux réacteurs. Le démarrage de l’injection de CO2 est indiqué par une 

croix rouge à J+89 pour R1 et J+129 pour R2. Ainsi, R1 a été 90 jours sous CO2 et R2 a été 50 

jours sous CO2. Les limites inférieure et supérieure (seuil de confiance à 95%) sont signalées 

par les zones colorées sur la Figure 79 et résumées dans le Tableau 38. 
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Dans un premier temps, les comportements des cultures sont commentés en effectuant une 

régression linéaire sur l’ensemble du temps d’exploitation (Tableau 38). Dans un second 

temps, les comportements relatifs à R1 et R2 avant/après CO2 sont analysés séparément en 

effectuant les régressions linéaires sur les périodes spécifiques avant et après la mise en place 

du CO2 (Tableau 38). 

 

Figure 79. Évolution de la productivité cumulée de biomasse dans les photobioréacteurs R1 

et R2 (la période vide correspond à la fermeture des locaux). Les croix rouges indiquent le 

démarrage de l’injection de CO2. 

Équation R1 R2 

Droite de tendance y = 0.141x+4.541 y = 0.261x-2.411 

Limite inférieure y = 0.135x+3.936 y = 0.248x-3.805 

Limite supérieure y = 0.146x+5.145 y = 0.274x-1.017 

Tableau 38.  Régression linéaire avec intervalle de confiance à 95% pour les 

photobioréacteurs R1 et R2  

Ainsi, après tracé des droites de tendance, la productivité (pente) s’est élevée à 141 mg.j-1 pour 

R1 et 261 mg.j-1 pour R2 sur la totalité de l’exploitation. Les intervalles de confiance ont 

confirmé que les pentes sont significativement différentes et que les données ne se recoupent 

pas. La culture R2 a atteint une productivité globale de biomasse plus élevée que R1 : la pente 

de R2 a été 85% plus élevée que la pente de R1. De manière globale, sans considérer l’impact 

du CO2, les deux cultures présentent donc des productivités différentes, peut-être en raison de 

la double enveloppe présente sur un des deux réacteurs qui entraîne un accès à la lumière 

différencié ou une augmentation de la température au sein du réacteur (voir discussion ci-après).  
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Sur la base du fait que la culture de microalgues est limitée par le carbone minéral, des études 

se sont concentrées sur l’apport en carbone minéral dissous via injection de CO2 dans la culture. 

Concernant les effets sur la productivité de biomasse, il a été conclu que le dioxyde de carbone 

favorisait la productivité du consortium cultivé en eaux usées (Mehrabadi et al., 2017; 

Sutherland et al., 2015b; Uggetti et al., 2018). Dans notre cas, afin d’évaluer l’impact d’ajout 

de CO2 sur la productivité, les pentes de productivité des deux réacteurs ont été évaluées sur les 

périodes avec ou sans injection (Tableau 39). Dans R1 (simple enveloppe), l’ajout de dioxyde 

de carbone n’a pas semblé avoir d’influence sur la productivité de biomasse : en effet, les 

intervalles de confiance des droites avant/après CO2 se recoupent, confirmant l’absence 

d’impact significatif. En revanche dans R2 (avec double-enveloppe), un effet significatif sur la 

productivité a été observé avant et après l’ajout de CO2 : les régressions linéaires avant et après 

la mise en place du CO2 ont donné des intervalles de confiance qui ne se recoupent pas. Ainsi, 

les conclusions sur l’impact du CO2 ont divergé entre les deux photobioréacteurs séquentiels 

étudiés :  il y a semblé avoir un impact significatif dans R2 et un impact non significatif dans 

R1. Il faut tout de même rappeler que R1 a été 90 jours sous CO2 et R2 a été 50 jours sous CO2, 

ce qui peut avoir impacté la significativité de ces données. 

Droite de tendance Avant CO2 Après CO2 

 

R1 

yinf = 0.118x+3.498 

y = 0.139x+4.647 

ysup = 0.16x+5.795 

yinf = 0.131x+2.022 

y = 0.145x+3.893 

ysup = 0.159x+5.764 

 

R2 

yinf = 0.206x-1.378 

y = 0.223x-0.017 

ysup = 0.239x+1.343 

yinf = 0.306x-25.84 

y = 0.363x-17.072 

ysup = 0.419x-8.304 

Tableau 39. Régression linéaire pour R1 et R2 avant et après injection de CO2 

Pour cette partie de l’étude, la démarche initiale consistait à avoir un photobioréacteur témoin 

sans CO2 (R2) et un photobioréacteur où du CO2 était ajouté (R1) pour comparer les résultats 

et statuer sur une éventuelle influence. Toutefois, le suivi hebdomadaire de la production de 

biomasse suggérait que le comportement de R2 changeait à partir de J+100, sans même avoir 

ajouté du CO2. Ainsi, le parti pris a été d’injecter du dioxyde de carbone dans R2 car, 

l’expérience indiquait que le protocole n’était pas répétable. L’évaluation de l’impact du CO2 

s’est donc faite en comparant les données avant/après ajout du CO2 sur les deux réacteurs. En 

effet, les deux photobioréacteurs ne sont alors pas comparables entre eux et doivent être traités 

comme deux systèmes distincts, même s’ils ont fonctionné avec des conditions opératoires 

supposément identiques. 

Il a été difficile de statuer sur le caractère limitant ou non du carbone minéral et une 

combinaison ou non avec un second facteur. La divergence dans le comportement des cultures 

peut s’expliquer par différentes hypothèses : 

• Le carbone minéral n’a pas été le seul facteur limitant à la croissance du consortium. 

Dans R1, la productivité inchangée après l’addition de CO2 a suggéré que le carbone 

minéral n’a pas été un nutriment limitant et qu’un autre facteur a été limitant. Dans R2, 
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l’impact significatif a semblé indiquer que le carbone minéral a été un facteur limitant 

pour le développement des microalgues et bactéries. 

• La double enveloppe de R2 a pu avoir un impact sur un paramètre environnemental et 

améliorer la productivité de biomasse. Le premier facteur supposé a été la température, 

si la double enveloppe a eu un effet isolant thermiquement. Pour vérifier cette 

hypothèse, les températures moyennes dans les deux cultures ont été vérifiées. Le mois 

de mars a été sélectionné comme référence car, cela a été la période avec le moins de 

dysfonctionnements et donc, le plus de données de température. Sur la première semaine 

de mars, la température moyenne dans R1 a été 23.7±1.4°C et dans R2 a été 23.7 ±1.2°C. 

La température mensuelle s’est élevée à 23.8±1.2°C dans R1 et 23.1 ±2.9°C dans R2. 

Globalement, les températures moyennes dans les photobioréacteurs ont été identiques. 

La température comme facteur explicatif a ainsi pu être écartée.  

• L’accès à la lumière a pu être modifié par la double enveloppe de R2. En effet, les 

propriétés optiques (réfraction, absorption, réflexion) des parois sont des facteurs 

importants dans la conception des photobioréacteurs (Johnson et al., 2018; Laifa et al., 

2021). 

 

 

Figure 80. Cinétique de la photosynthèse en fonction de l’intensité lumineuse (adapté de 

Benedetti et al., 2018) 

Ainsi, dans R1, il est possible que le système ait été dans la « zone limitée par la 

lumière » ou en « photoinhibition » (Figure 80). Les microalgues ont été limitées par la 

lumière, et la cinétique de la photosynthèse a stagné. Ou alors, les microalgues ont été 

saturées, et la cinétique de photosynthèse a atteint le plateau Pmax. Une intensité 

lumineuse élevée dégrade les protéines actrices de la photosynthèse, et ralentit la 

cinétique photosynthétique. L’inhibition à cause de la lumière peut impacter la 

productivité des cellules qui sont endommagées et ont besoin de temps pour se rétablir 

(Béchet et al., 2013). Cette hypothèse pourrait expliquer l’absence constatée d’effet du 

CO2 sur la productivité de biomasse. Dans l’autre cas, R2 se serait trouvé dans la « zone 

limitée par le CO2 » en raison de la double enveloppe. Quand le CO2 a été injecté, le 

consortium microalgues-bactéries en a bénéficié car, il était limité par la lumière et le 
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carbone minéral. Cependant, il n’a pas été possible de confirmer cette hypothèse, en 

l’absence de système de mesure de l’intensité lumineuse à l’intérieur des réacteurs.  

• En raison des différences entre les deux réacteurs (double enveloppe) et d’un potentiel 

impact lors de l’inoculation de la biomasse, il est aussi possible que les consortia de 

microorganismes étaient différents entre les deux systèmes : les populations n’auraient 

alors pas la même productivité intrinsèque et la même sensibilité à l’injection du CO2. 

Cette hypothèse a été confortée par des différences visuelles constatées lors de 

l’exploitation (couleur de la suspension, différences de décantabilité). 

III.2.4. Composition de la biomasse 

L’impact de l’ajout de CO2 sur la composition biochimique a été évalué par des analyses 

régulières des teneurs en lipides, protéines, glucides et cendres selon les protocoles décrits dans 

la section III.1.  (Adaptation de méthodes simplifiées pour caractériser la composition de la 

biomasse). 

La biomasse a commencé à être prélevée à partir de J35 quand la concentration de la culture a 

atteint 1g.L-1. 16 échantillons de biomasse ont été prélevés dans chaque photobioréacteur. Les 

pourcentages de chaque composé ont été regroupés pour obtenir la composition globale de 

chaque biomasse sur le long terme (Figure 81 et Figure 82). Les analyses n’ont pas été 

systématiquement réalisées en triplicat, car les quantités de biomasse ont été insuffisantes dans 

certains cas. L’azote de Kjeldahl a été mesuré une fois par échantillon, car la méthode s’est 

révélée répétable sur les échantillons commerciaux de Chlorelle et de Spiruline avec des écarts-

types relatifs inférieurs à 5%. L’analyse des glucides a été faite en triplicat sur une majorité 

d’échantillons. Enfin, les lipides ont été quantifiés en triplicat sur quelques échantillons. Les 

écarts-types existants ont été mis en évidence. 

 

Figure 81. Composition de la biomasse dans le photobioréacteur R1 
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Figure 82. Composition de la biomasse dans le photobioréacteur R2 

Dans R1, la teneur en protéines a varié entre 39 et 52.5%, celle en glucides entre 16.2 et 32.6%, 

celle en lipides entre 3.1 et 8.8% et celle en cendres entre 6 et 16.5% (Figure 81). Dans le 

photobioréacteur R2, la teneur en protéines a varié entre 35.9 et 51.5%, celle en glucides entre 

16.7 et 34.9%, celle en lipides entre 3.2 et 9.7% et celle en cendres entre 4.3 et 16.5% (Figure 

82). Globalement, les biomasses ont été similaires avec une part élevée en protéines suivie des 

taux moins importants en glucides et en lipides. Dans la littérature, les compositions rapportées 

sont variables, car elles dépendent des microorganismes présents, des paramètres en place lors 

de l’étude et des méthodes d’analyse. 

Les quantités moyennes en protéines, en lipides et en glucides avant et après l’injection du 

dioxyde de carbone ont été calculées (Tableau 40). Dans la colonne « Variation (%) », le taux 

avant l’ajout de CO2 a été pris comme référence (soit 100%) pour illustrer la baisse ou la hausse 

d’un composant.  

Tableau 40. Composition moyenne de la biomasse avant-après injection de CO2 dans R1 et 

R2 

Dans la Partie I, l’état de l’art a conclu que l’ajout de CO2 améliorait la productivité de la 
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tendances similaires ont été observées avec une augmentation des lipides et des glucides et une 

réduction/stagnation des protéines suite à l’ajout du CO2. La hausse marquée des lipides et des 

glucides s’explique simplement car, le carbone est leur principal composant. D’un autre côté, 

les teneurs en protéines relativement inchangées avant et après l’injection en dioxyde de 

carbone se justifient par leur structure également fortement dépendante de l’azote (Amorim et 

al., 2021). Ainsi, un apport en carbone inorganique a plus d’effet sur des molécules carbonées 

comme les lipides ou les glucides que sur les protéines. Les métabolismes des protéines, des 

glucides et des lipides dans les microalgues ne sont pas encore entièrement compris et 

requièrent plus d’investigations. 

Les variations de la composition ont été plus importantes dans R2 que dans R1. Ces données 

apparaissent confirmées les conclusions de la partie précédente avec une influence notable du 

CO2 dans le photobioréacteur R2 comparé à R1. Pour rappel, R1 a une simple enveloppe et R2 

une double enveloppe. Dans la culture R2, l’influence du dioxyde de carbone a été plus visible 

(+47% de glucides) (Tableau 40). Il a été supposé que le carbone minéral a été un nutriment 

limitant pour le consortium. Dans la section précédente, cette idée a été confortée par la hausse 

de la productivité du consortium avant-après ajout de CO2 (Tableau 39). Combinée à 

l’amélioration de la productivité, la synthèse des lipides et plus spécifiquement celle des 

glucides semblent avoir été favorisées. La « favorisation » des glucides s’explique car, ce sont 

les principaux produits du mécanisme photosynthétique (de Carvalho Silvello et al., 2022). 

Ainsi, si plus de carbone inorganique a été fourni, plus de glucides ont pu être synthétisés lors 

de la photosynthèse. 

III.2.5. Conclusions 

Dans cette partie, l’impact de l’ajout de CO2 sur la culture d’un consortium 

microalgues/bactérie a été étudié au sein de deux photobioréacteurs séquentiels.  

Les deux systèmes ont abouti à des performances épuratoires de la DCO très satisfaisantes. Les 

concentrations et les rendements épuratoires ont respecté les normes imposées (Tableau 4). 

Les abattements ont été du même ordre de grandeur : l’un comme l’autre, les deux 

photobioréacteurs ont été aussi efficaces pour éliminer la Demande Chimique en Oxygène. Par 

ailleurs, le dioxyde de carbone n’a pas semblé avoir d’impact sur l’épuration de la DCO. Le 

traitement de l’azote a surtout été lié à la nitrification bactérienne, supportée par l’oxygène 

fourni par la photosynthèse. Une dénitrification a également eu lieu, lors des périodes nocturnes 

suivant le démarrage du cycle d’alimentation en affluent. L’ajout du CO2 n’a pas eu un impact 

significatif sur ces mécanismes. 

Les variations du pH et de l’oxygène dissous au cours des cycles ont été impactées par 

l’injection de CO2. En effet, le pH a été régulé autour de 7.5 et a varié avec moins d’amplitude. 

Les variations de l’oxygène dissous sont également moindres après l’ajout de CO2, avec 

notamment des diminutions quasiment absentes durant les périodes obscures. On peut donc 

supposer un accroissement de la population de microalgues et/ou une diminution de la 

proportion de bactéries dans le système. 
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Malgré des conditions opératoires similaires, la productivité des deux réacteurs était différente, 

même avant l’injection du CO2. Pour des raisons matérielles, l’un des deux était muni d’une 

double-enveloppe qui a pu modifier l’accès à la lumière des microalgues. Pour l’un des deux, 

il est apparu que le CO2 semblait le facteur limitant devant la lumière, pas sur l’autre. Ainsi, 

l’ajout de CO2 n’a pas eu le même impact en termes de productivité et de composition de la 

biomasse. Globalement, celle-ci est apparu plus riche en glucides et dans une moindre mesure 

en lipides, à la suite de l’ajout de CO2. 

Si le fonctionnement en mode séquentiel peut présenter un intérêt en termes de traitement des 

eaux usées, celui-ci demeure contraignant et pose la question d’une application à échelle 

industrielle. Pour la suite de cette thèse, les expérimentations ont été réalisées au sein d’un 

chenal à haut rendement algal (CHRA), qui constitue le système le plus courant pour la culture 

de microalgues/bactéries en traitement des eaux usées. 
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III.3. Chenal à haut rendement algal (CHRA) 

À la suite des essais réalisés en photobioréacteurs séquentiels, il a été décidé d’étudier le 

système en mode continu. Ainsi, un chenal à haut rendement algal (CHRA) à l’échelle pilote a 

été exploité dans différentes conditions. L’ensemble des modalités testées est récapitulé dans la 

Figure 83 et détaillé dans le Tableau 20 (voir II.1.4.3. Modalités). Chaque condition opératoire 

avec son objectif vis-à-vis du système sont explicités. Les résultats sont discutés selon : 

• les performances de traitement des eaux usées ; 

• la productivité de la biomasse et sa composition biochimique (protéines, glucides, 

lipides) ; 

• la dynamique du consortium microalgues-bactéries par la mesure d’oxygène dissous et 

du pH. 

En complément, un modèle simplifié a été conceptualisé pour dériver les paramètres 

caractérisant l’activité microbienne (photosynthèse, respiration endogène, oxydation 

bactérienne) via l’analyse des données d’oxygène dissous (respirométrie in-situ). Pour 

conclure, l’influence potentielle des paramètres est exposée. 

 

 

Figure 83. Chronologie des modalités testées dans le CHRA (ADB = âge de boues) 

Tout d'abord, les conditions opératoires avec un ADB variable et une concentration en biomasse 

fixée à 0.5 g.L-1 ont été présentées (21/11/2021-01/04/2022). Pour minimiser la dépense 

énergétique générée par la roue à aubes, deux vitesses de rotation ont été étudiées. Puis, pour 

répliquer la variabilité des eaux usées réelles, la recette des eaux usées synthétiques a été 

modifiée en retirant l’urée de la composition, et le CHRA a été alimenté avec ces EU.  

Par la suite, une pompe d’extraction de la biomasse a été installée le 20 avril 2022 pour contrôler 

l’ADB (égal au TSH), ce qui a rendu variable la concentration en biomasse. L’extrait de viande 
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(Viandox) et une partie de la peptone ont été enlevés des eaux usées synthétiques pour varier la 

charge en matière organique. 

En fonction de la configuration du CHRA au regard de la gestion de l’ADB, la présentation de 

ces études est séparée dans les deux sous-parties suivantes : 

• la première partie avec l’ADB variable et la concentration en biomasse fixée à 0.5 g.L-

1 

• la seconde partie avec l’ADB égal au TSH et la concentration en biomasse qui varie 

III.3.1. Fonctionnement à concentration en biomasse fixe 

III.3.1.1. Influence de la vitesse d’agitation 

L’agitation d’un CHRA est un paramètre fondamental pour promouvoir des conditions 

favorables au consortium microbien : minimisation des phénomènes de sédimentation, des 

zones mortes, accès récurrent des cellules algales à la lumière, etc. Plusieurs études ont 

investigué ces aspects, notamment à travers des simulations numériques mais, en revanche, 

assez peu d’un point de vue expérimental (Bernard et al., 2021; Hadiyanto et al., 2013; Prussi 

et al., 2014). Cependant, une diminution de la vitesse de rotation de la roue à aube permet de 

significativement minimiser la dépense énergétique du chenal liée au mélange de la culture. 

Ainsi, deux vitesses de mélange ont été testées au cours de cette étude. Conformément à une 

précédente étude menée sur le même pilote expérimental (Pham et al., 2018), deux tensions sur 

le moteur connecté à la roue à aubes ont été fixées : 3.5V pour 0.2±0.0A et 7V pour 0.3±0.1A. 

En moyenne, les vitesses de rotation de la roue correspondantes ont été : 5.6±0.4 tr.min-1 et 

11.6±0.9 tr.min-1. Ces vitesses sont respectivement nommées : « Vitesse basse » et « Vitesse 

haute ». La consommation électrique du moteur relative à chaque vitesse d’agitation a été 

calculée (Tableau 41) : 

Consommation (kWh) =  Puissance (W)*Temps (h)

= Tension (V)*Intensité (A)*Temps (h)*0.001
 

Équation 40 

Vitesse 
Rotation 

(tr.min-1) 

Tension 

(V) 

Intensité 

(A) 

Puissance 

(W) 

Volume 

d’eau 

traitée 

(m3) 

Consommation 

énergétique 

annuelle (kWh.m-

3 d’eau traitée) 

Vitesse basse 5.6±0.4 3.5 0.2±0.0 0.7 5.84 1.04 

Vitesse haute 11.6±0.9 7 0.3±0.1 2.1 5.84 3.15 

Tableau 41. Caractéristiques électriques pour deux vitesses d’agitation 

La dépense énergétique a été multipliée par 3 entre vitesse basse et vitesse haute. Cependant, il 

convient de considérer la petite échelle du pilote expérimental utilisé et le fait que la taille de la 

roue à aubes utilisée est relativement surdimensionnée : ce ratio ne peut pas être transposé à un 

chenal taille réelle dans une STEU. Ce coefficient donne tout de même une tendance si le CHRA 

est amené à être dimensionné à taille industrielle. Outre le coût énergétique, la vitesse de 

mélange impacte les flocs de microalgues-bactéries avec les contraintes de cisaillement, et le 
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transfert gaz-liquide. (Pham et al., 2018) ont conclu, sur des considérations hydrodynamiques 

uniquement, que la vitesse de mélange optimale dans le pilote expérimental est de 11.6 tr.min-

1. Aussi, le coefficient de transfert gaz-liquide KLa,O2 a une corrélation positive avec la vitesse 

de rotation de la roue. Une vitesse de mélange plus élevée permet un meilleur mélange et 

maximise les phénomènes de transfert (dégazage, absorption) (Pham et al., 2018). Toutefois, la 

vitesse haute peut aussi causer des contraintes de cisaillement excessives qui endommagent les 

microorganismes (Sutherland et al., 2015b). 

Par ailleurs, en parallèle d’une optimisation énergétique du système, une hypothèse a été 

considérée : la réduction de l’apport d’oxygène par transfert « mécanique » via la roue à aubes 

pourrait favoriser la respiration photosynthétique pour oxygéner le milieu. Pour l’étude de cette 

modalité, deux questions sont donc posées : 

• Peut-on réduire la dépense énergétique en baissant la vitesse de rotation de la roue à 

aubes et en conservant de bonnes performances de traitement ? 

• Dans quelle mesure la roue à aubes contribue à l’oxygénation du milieu par rapport à 

l’apport lié à la photosynthèse ? 

III.3.1.1.1. Productivité et composition de la biomasse 

Les modes de calcul de la productivité et de la productivité cumulée ont été décrites dans la 

section II.2.1.2. Productivité et productivité cumulée. Les modalités « Vitesse haute » et 

« Vitesse basse » ont été étudiées dans la configuration où la biomasse a été extraite 

manuellement pour maintenir une concentration dans la culture à 0.5 g.L-1. Les régressions 

linéaires incluant les intervalles de confiances à 95% sur la productivité cumulée (ordonnée) en 

fonction des jours (abscisse) (Figure 84) pendant les deux modalités sont récapitulées dans le 

Tableau 42. 

 

Figure 84. Evolution de la productivité cumulée à « Vitesse haute » et « Vitesse basse » 
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Modalité 

(n=nombre de données) 

Équation (x=jours ; y= 

productivité cumulée en g) 

Vitesse haute (n=5) 

yinf = 0.51x + 34.4 

y = (1.24±0.23)x + (38.41±1.26) 

ysup = 1.96x + 42.4 

Vitesse basse (n=8) 

yinf = 1.02x - 11.9 

y = (1.55±0.21)x - (5.89±2.33) 

ysup = 2.08x + 0.1 

Tableau 42. Productivité cumulée à vitesse haute et vitesse basse 

La productivité cumulée de la biomasse paraît légèrement supérieure à vitesse basse (1.55 g.j-

1), mais la différence n’est pas significative au regard des intervalles de confiance calculés, ainsi 

que du faible nombre de points expérimentaux. Ainsi, la fourniture accrue d’oxygène par voie 

mécanique à vitesse haute où les conditions de mélange plus douces à vitesse basse ne 

paraissent pas avoir influencé la croissance des bactéries ou aux microalgues, car la productivité 

cumulée globale n’a pas varié de manière significative. 

La Figure 85 retrace l’évolution de la composition biochimique globale de la biomasse 

(répartition en pourcentage entre protéines, glucides, lipides et cendres) à vitesse haute (avant 

trait rouge) et à vitesse basse (après trait rouge). Chaque analyse a été réalisée en triplicat sauf 

pour les cendres, d’où l’absence de barre d’erreur. Pendant la modalité « Vitesse haute », 

seulement deux échantillons ont pu être prélevés, car il n’y avait pas assez de biomasse dans le 

chenal. 

 

Figure 85. Évolution de la composition globale de la biomasse à vitesse haute (avant trait) et 

vitesse basse (après trait) 
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Globalement, à vitesse haute comme à vitesse basse, on observe une composition de la biomasse 

similaire en ordre de grandeur avec une grande part de protéines suivie par les glucides et les 

lipides. Cette composition est comparable à l’échantillon commercial de Chlorella utilisé 

précédemment pour valider les méthodes analytiques (voir III.1. . Adaptation de méthodes 

simplifiées pour caractériser la composition de la biomasse, Tableau 34). 

Du point de vue de chaque composant (Figure 85), il a été observé que :  

• La biomasse produite à vitesse basse (après le trait rouge) a affiché une part plus 

importante de protéines : 57.2%-59.3% contre 39.1%-40.9%. Les résultats ont été 

fiables avec des écarts-types inférieurs à 2%. Cela peut être le signe d’une plus grande 

assimilation de l’azote par le consortium microalgues-bactéries : cette hypothèse semble 

confirmée par une moindre teneur en nitrates NO3-N mesurés en sortie pour la modalité 

« Vitesse basse » 

• La proportion de lipides n’a pas varié avec la vitesse d’agitation, et s’est maintenue 

autour de 7% 

• La part de glucides a baissé à vitesse basse, ce qui est cohérent avec l’augmentation des 

protéines. Les écarts-types ont été raisonnables pour toutes les mesures, sauf pour 

l’échantillon du 03/12/2021 en raison d’une erreur de manipulation. 

III.3.1.1.2. Traitement des eaux usées 

Comme pour les photobioréacteurs séquentiels, le traitement des eaux usées a été évalué par 

mesure des paramètres classiques de pollution (la DCO, les formes de l’azote (NTK, ions NH4
+, 

NO2
−, NO3

-) et les ions orthophosphates PO4
3-). Les eaux usées synthétiques ont été préparées 

avec la recette standard (Tableau 21). 

Matière organique (DCO) 

Concernant la matière organique, le procédé a traité efficacement la DCO avec des rendements 

épuratoires à hauteur de 84.6±2.8% à vitesse haute, et 88.5±2.2% à vitesse basse. Les 

abattements de la DCO sont donc similaires avec des écarts-types faibles pour les deux vitesses 

d’agitation. Les concentrations en sortie (53.8±9.8 mg.L-1 à vitesse haute et 40.8±8.0 mg.L-1 à 

vitesse faible) et les abattements sont compatibles avec la réglementation de 125 mgO2.L
-1 en 

sortie avec une réduction de 75% (“Arrêté du 21 juillet 2015,” 2015). La vitesse d’agitation 

n’apparaît donc pas avoir d’impact sur l’élimination de la DCO, qui a néanmoins été traitée de 

manière satisfaisante. 

Phosphore 

En revanche, à vitesse haute, les orthophosphates n’ont pas été éliminés de manière 

satisfaisantes, l’abattement est non-significatif avec un écart-type important. À vitesse basse, le 

traitement s’est amélioré avec 35.4±14.5% du phosphore éliminé. L’hypothèse d’une 

précipitation accrue sous forme de sels à vitesse basse a été écartée, car le pH n’a pas été 

beaucoup plus élevé à vitesse basse qu’à vitesse haute (voir Suivi du pH p.167). Toutefois, 

comme la productivité de biomasse a été plus élevée (+39.8%) à vitesse basse, on peut supposer 

que plus de phosphore a été assimilé par les microorganismes, ce qui a abouti à un meilleur 

abattement final. 
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Ainsi, une vitesse d’agitation plus faible semble avoir permis une meilleure productivité, et une 

plus grande assimilation des composés phosphorés par le consortium microalgues-bactéries. 

Azote 

La Figure 86 et la Figure 87 illustrent la concentration en mgN.L-1 des espèces azotées en 

sortie du chenal à vitesse haute et vitesse basse, sachant qu’en entrée, les eaux usées 

synthétiques ont apporté 80 mgN.L-1, sous formes d’azote organique et ammoniacal. 

 

Figure 86. Concentrations des espèces azotées en sortie à vitesse haute (n=10) 

  

Figure 87. Concentrations des espèces azotées en sortie à vitesse basse (n=9) 

En sortie, la forme majoritaire de l’azote est constituée des nitrates pour les deux vitesses de 

rotation : 100% à vitesse haute et 88.7% à vitesse basse. Il n’y a pas d’accumulation de nitrites. 

La nitrification apparaît donc comme le principal mécanisme de conversion de l’azote au sein 

du chenal dans ces conditions. On peut aussi observer que l’abattement de l’azote total est plus 

important à vitesse basse (34% contre 11%) : ainsi, les concentrations de nitrates de sortie 

atteignent respectivement en moyenne 47.2±16.3 mgN.L-1 à vitesse basse contre 72.5±6.5 

mgN.L-1 à vitesse haute. 

Trois phénomènes peuvent expliquer l’augmentation de l’abattement de l’azote global : 
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• La dénitrification : cette transformation des nitrates en diazote gazeux nécessite des 

conditions anoxiques dans le milieu. Même si la concentration en O2 dissous a diminué 

suite à la diminution de la vitesse d’agitation, elle n’est pas nulle. Ce phénomène 

apparait donc comme limité, sauf dans l’hypothèse d’une hétérogénéité de concentration 

dans le chenal où à l’échelle des flocs ; 

• La volatilisation de l’azote ammoniacal avant la nitrification : le pKa du couple 

NH4
+/NH3 étant à 9.25, un pH basique serait nécessaire pour un dégagement d’azote 

sous forme d’ammoniac. Or, le pH était toujours proche de la neutralité donc ce 

phénomène est négligeable. 

• L’assimilation par la biomasse : dans le paragraphe précédent, il a été observé que la 

production de biomasse était légèrement plus élevée à vitesse basse. La teneur en 

protéines a également été plus importante, et leur principal composant est l’azote. Cette 

plus grande assimilation apparaîtrait donc comme un des facteurs expliquant la hausse 

de l’abattement. Cette conclusion est à nuancer du fait du faible écart statistique entre 

les deux productivités (Tableau 42). 

III.3.1.1.3. Activité biologique du consortium microalgues-bactéries 

Le pH et l’oxygène dissous constituent de bons indicateurs de l’état du consortium microalgues-

bactéries. Ces mesures réalisées en continu dans le chenal sont ici décrites et interprétées. 

Suivi de l’oxygène dissous 

La Figure 88 présente l’évolution de l’oxygène dissous à vitesse haute et vitesse haute sur une 

semaine représentative du fonctionnement. Les phases de jour et de nuit sont mises en évidence.  

Quelle que soit la modalité, on retrouve les tendances suivantes : 

• Augmentation de la concentration en O2 dissous le jour suite à la photosynthèse ; 

• Cycles d’augmentation/diminution toutes les 3h suite aux injections d’eau usée 

synthétique. 
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Figure 88. Évolution de l’oxygène dissous dans le CHRA à vitesse haute et vitesse basse 

A vitesse haute, les valeurs importantes d’oxygène dissous, même au milieu de la nuit (>5 mg.L-

1), ont confirmé qu’une grande partie de l’apport se fait par transfert gaz-liquide et non par la 

photosynthèse des microalgues. Pour réduire la dépense en énergie, la vitesse de rotation de la 

roue à aubes a donc été abaissée. Comme attendu, les valeurs d’oxygène ont diminué. En effet, 

l’oxygène dissous moyen a été de 6.7 mgO2.L
-1 à vitesse haute, et de 2.1 mgO2.L

-1 à vitesse 

basse. Ainsi, la vitesse d’agitation joue un rôle essentiel dans l’oxygénation du chenal en 

parallèle des microalgues. 

L’effet de la photosynthèse est néanmoins bien mis en évidence : les valeurs d’oxygène dissous 

ont été plus élevées pendant la phase de jour que pendant la phase de nuit. À vitesse basse, elles 

ont oscillé entre 1 et 2 mg.L-1 la nuit et entre 1.5 et 3 mg.L-1 le jour. À vitesse haute, les données 

ont oscillé entre 5.3 et 7.5 mg.L-1 la nuit et 6 et 8 mg.L-1 le jour.  

Toutes les 3h, chaque baisse d’oxygène indique une alimentation en eaux usées synthétiques 

programmée à cet intervalle. À chaque nouvel apport de substrat, les phénomènes d’oxydation 

bactérienne (dégradation de la matière organique nitrification) entraînent une chute de 

l’oxygène dissous. Sur une journée, les pentes moyennes de décroissance de l’oxygène dissous 

après alimentation en eaux usées synthétiques ont été calculées : -89.6+12.4 mgO2.L
-1.j-1 à 

vitesse haute et -59.4±6.2 mgO2.L
-1.j-1 à vitesse basse. Cela laisse supposer une activité 

bactérienne plus intense dans les conditions de vitesse haute d’agitation. Cependant, il est 

difficile de discriminer à cette échelle les différents phénomènes en interaction (transfert gaz-

liquide, oxydation bactérienne, photosynthèse). La modélisation des phénomènes en jeu peut 

permettre d’aboutir à une meilleure compréhension. 
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Modélisation du système à partir des données d’oxygène dissous 

Pour aller plus loin dans l’interprétation des données d’oxygène dissous, l’activité biologique 

des populations de microorganismes peut être décomposée selon le modèle simplifié présenté 

dans la section « Matériel et méthodes » (II.2.3.1. Modélisation). Les termes du modèle à caler 

sont : 

• μB,maxX : activité (croissance) de la flore bactérienne (mg.L-1.h-1) 

• OPRmax : production maximale d’oxygène par la photosynthèse (mg O2.L
-1.h-1) 

• OURendo : consommation d’oxygène liée à la respiration endogène de la biomasse (mg 

O2.L
-1.h-1) 

Pour les deux modalités, le calage a été réalisé sur des périodes de 4 et 5 jours où les données 

mesurées sont stables. À vitesse haute, le coefficient de transfert KLaO2 mesuré est égal à 27,4 

j-1. À vitesse basse, KLaO2 est égal à 12.2 j-1. Les conditions initiales ont été récapitulées dans le 

Tableau 43. 

Paramètre 
Notation et 

unité 
Valeurs 

Concentration initiale en 

substrat dans le chenal 

S 

(mgDCO/L) 
5 

Concentration en 

substrat dans l’affluent 

So 

(mgDCO/L) 
380 

Concentration initiale en 

azote total dans le chenal 

Nt  

(mgN/L) 
27.5 

Concentration en azote 

total dans l’affluent 

Nto 

(mgN/L) 
60 

Tableau 43. Récapitulatif des paramètres du modèle pour chaque modalité 

Les valeurs moyennes des paramètres calés sont répertoriées dans le Tableau 44. 

 
μB,maxX 

(mg.L-1.h-1) 

OPRmax 

(mgO2.L-1.h-1) 

OURendo 

(mgO2.L-1.h-1) 

Vitesse haute 11.50±0.03 0.83±0.00 1.40±0.00 

Vitesse basse 6.44±0.00 0.72±0.00 1.93±0.00 

Tableau 44. Calage des paramètres à « Vitesse haute » et « Vitesse basse » 

Les Figure 89 et Figure 90 décrivent à partir de ces paramètres calés l’évolution des différents 

termes contribuant à la dynamique de l’oxygène dissous (OUR exogène et endogène, OPR et 

le transfert gaz-liquide) pendant les modalités « Vitesse basse » et « Vitesse haute ». Les termes 

de production/transfert et de consommation d’oxygène ont été séparés en deux graphiques pour 

plus de clarté. 
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Figure 89. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) à « Vitesse basse » 

 

Figure 90. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) à « Vitesse haute » 

Les courbes fournies grâce au modèle permettent d’identifier séparément les phénomènes 

d’apport, de transfert et de consommation d’oxygène dans le CHRA. Le transfert gaz-liquide 

d’oxygène lié à l’agitation a été plus prononcé à vitesse haute qu’à vitesse basse. À vitesse 

basse, il a varié entre 3.2 et 4.5 mgO2.L
-1.h-1 et à vitesse haute, il a varié entre 5.5 et 12 mgO2.L

-

1.h-1. Il a d’ailleurs été le mécanisme prédominant d’apport en oxygène, à vitesse haute comme 

à vitesse basse. Le modèle permet à cet égard de bien représenter l’effet du changement de la 

vitesse de rotation de la roue à aubes. 

Concernant les processus biologiques, la fourniture d’oxygène par photosynthèse est 

relativement faible au regard du transfert gaz-liquide avec des valeurs durant le jour de 0.6 

mg.L-1.h-1 à vitesse basse et 0.83 mg.L-1.h-1 à vitesse haute. Le modèle a bien capturé (comme 

attendu) la dynamique jour-nuit des microalgues avec une production d’oxygène la journée et 
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des valeurs nulles la nuit. De plus, le transfert gaz-liquide d’oxygène a été moins important la 

journée car, du fait de l’oxygène libéré par les microalgues, la concentration en O2 dissous 

remonte la journée, se rapprochant de la valeur à saturation, ce qui décroît l’apport horaire en 

O2 lié à ce transfert.  

L’oxydation de la MO par les populations hétérotrophes ainsi que la nitrification constituent les 

mécanismes les plus importants avec des variations entre 1 et 3.5 mgO2.L
-1.h-1 à vitesse basse 

et 0.5 et 7.1 mgO2.L
-1.h-1 à vitesse haute. Suite à chaque injection, l’augmentation de l'OUR 

exogène liée à une augmentation de la concentration en substrat explique bien les cycles de 

diminution de l’O2 dissous. La remontée correspond alors à la fin de l’oxydation. 

L’alimentation en eaux usées synthétiques correspond en effet à la chute de l’oxygène dissous 

pour l’OUR qui suit chaque injection. 

Ainsi, le calage des paramètres est en accord (Tableau 44) avec l’interprétation visuelle des 

graphiques. À vitesse haute, la cinétique de croissance des bactéries a bien été supérieure à la 

cinétique à vitesse basse. Cela peut s’expliquer par l’apport en oxygène qui a été plus élevé à 

vitesse haute, favorisant l’activité bactérienne (moins de limitation par l’oxygène dissous). Les 

microalgues n’ont que peu été affectées par le changement de vitesse. En effet, l’OPR a été 

sensiblement plus faible à vitesse basse. L’OUR endogène qui englobe la mortalité des bactéries 

et des microalgues a été légèrement plus important à vitesse basse, indiquant une possible plus 

forte concentration en biomasse active, comme semblent l’attester les valeurs légèrement 

supérieures de productivité.  

Suivi du pH 

La Figure 91 présente l’évolution du pH à vitesse haute et vitesse basse sur une semaine. Les 

phases de jour et de nuit sont mises en évidence. La dynamique jour-nuit a été mise en évidence 

avec un pH plus élevé la journée et moins élevé la nuit. Le pH augmente pendant le jour par 

effet de la photosynthèse. La nuit, le pH diminue suite à l’oxydation bactérienne : libération de 

CO2 et consommation d’alcalinité (nitrification). 
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Figure 91. Evolution du pH dans le CHRA à vitesse haute et vitesse basse 

Globalement, le pH a été plus élevé à vitesse haute qu’à vitesse basse. La vitesse d’agitation a 

donc impacté le pH. À vitesse haute, le paramètre a mis plus de temps à se stabiliser, et a varié 

entre 7 et 7.7. À vitesse basse, le pH a varié entre 7 et 7.2. L’amplitude des valeurs a été réduite 

à vitesse basse. À vitesse élevée, le transfert d’oxygène mais aussi de dioxyde de carbone est 

plus important. Ainsi, à vitesse haute, plus de CO2 produit par les bactéries a été dégazé vers 

l’atmosphère. C’est pour cette raison que les valeurs de pH ont été plus élevées à vitesse haute, 

et fluctuent de manière plus importante. 

III.3.1.1.4. Conclusions 

Les conclusions suivantes permettent de formuler des éléments de réponses aux deux questions 

scientifiques formulées en début de section : 

1. Une grande partie de l’O2 a été fournie mécaniquement via le mélange et non par la 

respiration photosynthétique des microalgues. En effet, les courbes issues du modèle 

ont montré que le transfert gaz-liquide a été le phénomène principal régissant l’apport 

en l’oxygène du CHRA à l’échelle pilote. Dans ces conditions d’agitation et 

d’alimentation en substrat, parmi les processus biologiques à l’œuvre, l’oxydation 

bactérienne a été le plus important suivi par l’activité photosynthétique des 

microalgues : les conditions paraissent donc plus favorables à la croissance des 

bactéries. La réduction de la vitesse d’agitation a permis de limiter ce phénomène sans 

pour autant inverser cette tendance. 

2. Une vitesse d’agitation modérée n’a pas impacté significativement la productivité des 

microalgues et des bactéries, et a permis une légère amélioration de l’assimilation des 

nutriments (N,P) des eaux usées par le consortium ; 
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3. Une vitesse d’agitation modérée a permis des économies d’énergie tout en maintenant 

des performances épuratoires satisfaisantes. 

III.3.1.2. Changement de la charge en azote des eaux usées synthétiques 

De précédentes études ont montré que limiter l’apport d’un nutriment est une technique très 

répandue pour modifier la composition biochimique de cultures pures de microalgues. Par 

exemple, limiter l’apport en azote permet de favoriser l’accumulation des lipides (Wang et al., 

2013). Comme il est principalement utilisé pour synthétiser les protéines, une carence en azote 

ralentit en effet le développement des cellules, réduit la teneur en protéines et augmente donc 

la proportion de glucides et/ou de lipides (Whitton et al., 2016). De plus, les lipides sont les 

molécules d’intérêt pour le biodiesel, qui est produit par transestérification. Toutefois, les 

données concernant l’occurrence de ce phénomène au sein des consortiums microalgues-

bactéries manquent. 

L’urée est abondante dans les effluents domestiques (environ 80% de la charge en azote), et il 

s’agit d’une source d’azote intéressante pour les microalgues. Elle est toutefois toxique à haute 

concentration. Ainsi, son apport doit être contrôlé : en excès, elle peut inhiber la croissance, et 

en quantités insuffisantes, la croissance peut être ralentie en raison d’une limitation par l’azote 

(Converti et al., 2006). En utilisant de l’urée (1.1 ; 1.7 ; 2.2 ; 2.8 mM) comme source d’azote, 

la croissance de S. platensis a été limitée par l’azote (No<1.7 mM=23.8 mgN.L-1) et inhibée par 

excès d’azote (No>1.7 mM) (Converti et al., 2006)». 

Ainsi, afin d’évaluer ces phénomènes, pour moduler l’apport en azote, l’urée a été retirée de la 

composition de l’eau synthétique. La composition détaillée de l’eau usée se trouve dans la 

section II.1.4.3.2. Composition des eaux usées entrantes. Les données de référence ont été 

reprises de la modalité « Vitesse basse » étudiée dans la partie précédente, où la composition 

des eaux usées synthétiques a été standard. La vitesse de rotation de la roue à aubes a été fixée 

à 5.6 tr.min-1 (vitesse basse définie précédemment). Les deux modalités ont été nommées 

respectivement : « EU standard » et « EU sans urée ».  

Dans cette étude, les problématiques posées ont été les suivantes : 

• Quel est l’impact de la diminution de l’apport nutritif en azote des EU entrantes sur les 

performances du CHRA ? 

• Quelle est l’influence des nutriments sur la croissance et la composition biochimique de 

la biomasse ? La diminution de la charge en azote peut-elle induire une augmentation 

de la teneur en lipides ? 

III.3.1.2.1. Productivité et composition de la biomasse 

Pour les modalités « EU standard » et « EU sans urée », la biomasse a été extraite manuellement 

pour garder une concentration de 0.5 g.L-1 dans la culture, ce qui a donné un ADB variable. 

Dans le Tableau 45, les régressions linéaires incluant les intervalles de confiances à 95% sur 

la productivité cumulée (ordonnée) en fonction des jours (abscisse) pour les différentes entrées 

ont été résumées. La Figure 92 présente l’évolution de la productivité cumulée quand le CHRA 

a été alimenté avec EU standard et des EU sans urée. 
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Figure 92. Évolution de la productivité cumulée pour l’EU standard (gauche) et sans urée 

(droite) 

Modalité 

(n=nombre de données) 

Équation 

(x=jours ; y= productivité cumulée en g) 

EU standard 

(n=7) 

yinf = 1.02x - 11.9 

y = (1.55±0.21)x - (5.89±2.33) 

ysup = 2.08x + 0.1 

EU sans urée (n=36) 

yinf = 2.51x – 28.6 

y = (2.63±0.06)x - (22.6±2.97) 

ysup = 2.74x - 16.6 

Tableau 45. Productivité avec l’EU standard et l’EU sans urée 

La littérature rapporte que la croissance de la biomasse peut être ralentie par manque d’urée ou 

bien inhibée par un excès (Converti et al., 2006). Le phénomène est dépendant des espèces en 

jeu et du système expérimental. Ici, en enlevant l’urée, les EU synthétiques semblent avoir un 

effet moins inhibiteur pour le consortium, favorisant ainsi la croissance des microalgues et des 

bactéries. En effet, la productivité a augmenté de 69.7% entre l’entrée standard et l’entrée sans 

urée. Cependant, la durée moindre de l’expérience avec la composition standard amène à 

prendre cette conclusion avec précaution, même si les intervalles de confiance inférieur et 

supérieur ne se recoupent pas pour les deux modalités.  

La Figure 93 présente l’évolution de la composition biochimique globale de la biomasse 

(protéines, glucides, lipides et cendres) en % avec l’entrée standard et l’entrée sans urée. A 

partir du 16 mars, les analyses de NTK pour les protéines ont été réalisées une fois par 

échantillon, d’où l’absence de barres d’erreur. La biomasse produite dans le CHRA a de 

nouveau été caractérisée par une grande teneur en protéines suivie par les glucides et lipides 

pour les deux types d’eaux usées synthétiques. 
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Selon la bibliographie, la composition biochimique de la biomasse est dépendante de la charge 

en azote fournie, car l’azote est l’élément principal de la synthèse les protéines. Si l’azote 

devient limitant, l’assimilation du carbone par les microalgues durant la photosynthèse 

continue, résultant en une accumulation accrue de glucides ou de lipides. De cette façon, un 

apport réduit en azote a augmenté la teneur en glucides et en lipides de Chlorelle et 

Scenedesmus (Beuckels et al., 2015). Dans une autre étude, une carence en azote a diminué la 

proportion de protéines, a favorisé l’accumulation des glucides mais, a peu impacté les lipides 

(Niccolai et al., 2019). La réponse des microalgues face à la charge en azote est propre à chaque 

souche. L’effet sur un consortium microalgues-bactéries est plus complexe, car plusieurs types 

de microorganismes sont impliqués. 

 

Figure 93. Evolution de la composition globale de la biomasse avec l’entrée standard (avant 

trait rouge) et sans urée (après trait rouge) 

 EU standard EU sans urée 

Protéines (%) 57.8±1.3 53.0±3.2 

Glucides (%) 16.4±1.9 19.9±2.1 

Lipides (%) 7.1±0.1 6.9±0.9 

Cendres (%) 8.5±1.8 10.7±2.1 

Inconnu (%) 9.2 9.5 

Tableau 46. Composition biochimique moyenne sur l’ensemble des modalités « EU 

standard » et « EU sans urée » 

Le Tableau 46 récapitule la composition biochimique moyenne de la biomasse quand le CHRA 

a été alimenté avec des EU standard et des EU sans urée. Avec les EU sans urée, la teneur en 
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protéines a baissé. Ceci est cohérent, car l’azote qui est le premier constituant des protéines a 

été fourni en moindres quantités. D’autre part, le contenu en glucides a légèrement augmenté 

avec les EU sans urée passant de 16.4±1.9% à 19.9±2.1%, ce qui est en accord avec la littérature 

qui a rapporté une chute de la teneur en protéines accompagnée d’une hausse des glucides et/ou 

des lipides. Toutefois, les mesures de lipides effectuées ne mettent pas en évidence de variation 

entre les deux modalités. La suraccumulation des lipides recensée avec une carence en azote 

chez des microalgues (Wang et al., 2013) n’a pas eu lieu pour le consortium microalgues-

bactéries étudié ici.  

III.3.1.2.2. Traitement des eaux usées 

Matière organique (DCO) 

La Figure 94 présente les concentration moyennes de la DCO en sortie de chenal avec des eaux 

usées synthétiques standard et les eaux usées sans urée. Il est à noter que la concentration en 

DCO entrante a légèrement varié pendant la modalité « EU sans urée » : en effet, l’extrait de 

viande (Viandox) issu du commerce présente une composition variable en fonction des lots. 

 

Figure 94. Concentration de la DCO en sortie avec l’EU standard et sans urée (n=9 pour EU 

standard entrée et sortie ; n=8 et n=35 pour EU sans urée entrée et sortie) 

L’abattement moyen de la DCO avec les EU standard s’est élevé à 88.3±2.3%, et avec les EU 

sans urée à 89.9±1.1%. Ainsi, quelle que soit la composition de l’entrée, le système a permis 

de traiter la DCO sous le seuil de 50 mgO2.L
-1 dans l’effluent sortant. Le CHRA a donc respecté 

le seuil de 125 mgO2.L
-1 en sortie avec un abattement minimum de 75% de la DCO (“Arrêté du 

21 juillet 2015,” 2015). L’efficacité de la dégradation du substrat organique par le consortium 

n’a pas été affectée par la présence ou l’absence d’urée, car l’oxydation de la MO par les 
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bactéries hétérotrophes a été indépendante de la quantité d’azote apporté : il n’y a pas eu de 

limitation de la croissance des bactéries hétérotrophes par l’azote dans ces conditions. 

Phosphore 

 

Figure 95. Concentration des orthophosphates en sortie en sortie de chenal avec l’EU 

standard et sans urée 

Dans les cas des ions PO4
3- (Figure 95), l’abattement moyen a atteint 36.7±14.5% avec les EU 

standard, et -4.3±2.1% avec les EU sans urée. Suite à l’enlèvement de l’urée de la composition 

de l’eau d’entrée, l’abattement en orthophosphates a été plus faible et très variable comme en 

témoigne la dispersion importante des données sur la Figure 95.Cette observation est étonnante 

dans la mesure où la productivité de la biomasse ayant augmenté, on aurait pu s’attendre à une 

amélioration de l’assimilation. Ce phénomène peut dès-lors être compris grâce au rapport des 

nutriments azote-phosphore (N/P) apporté par les eaux usées. Dans les cultures de microalgues, 

le rapport azote-phosphore a été désigné comme un élément clé par plusieurs études (Z. Arbib 

et al., 2013; Beuckels et al., 2015; Wágner et al., 2021), qui influence l’espèce dominante du 

consortium, la cinétique de croissance, la composition biochimique des microorganismes et les 

performances épuratoires. Ainsi, (Wágner et al., 2021) ont observé que « l’abattement des 

phosphates chutait de manière significative de 95% à 40%, quand le rapport N/P diminuait ». 

De la même manière, (Beuckels et al., 2015) a conclu que l’élimination du phosphore des eaux 

usées était influencée par la concentration en azote. Précédemment cité dans le Tableau 21, le 

rapport N/P s’est élevé à 6.9 avec l’entrée standard et, la valeur est descendue à 2.2 avec l’entrée 

sans urée. On peut supposer qu’avec un rapport N/P de 2.2 (EU sans urée), pas suffisamment 

d’azote été fourni aux microalgues pour assimiler le phosphore, d’où l’accumulation des 

orthophosphates dans le milieu et l’effluent affichant en moyenne 21.1 mgP.L-1. En dehors de 
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l’assimilation, les conditions nécessaires à la précipitation des phosphates dans une bonne 

gamme de pH n’ont pas été réunies (pH pas suffisamment élevé). Au final, dans ces conditions, 

le CHRA ne permet pas d’atteindre le niveau de rejet réglementaire vis-à-vis du phosphore 

imposé par la règlementation en zone sensible (“Arrêté du 21 juillet 2015,” 2015). 

Azote 

Les graphiques (Figure 96 et Figure 97) illustrent les concentrations des composés azotés en 

entrée (a) et en sortie (b) du système avec les EU standard et sans urée. 

    

   

Figure 96. Concentration moyenne des espèces azotées en entrée (a) et sortie (b) de chenal 

avec l’EU standard 

(a) (a) 

(b) (b) 
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Figure 97. Concentration moyenne des espèces azotées en entrée (a) et en sortie (b) de chenal 

avec l’EU sans urée 

Comme attendu, la concentration en azote global d’entrée a bien diminué lorsque l’urée a été 

retirée des EU synthétiques. De manière analogue aux observations de la partie précédente 

« Influence de la vitesse  », le mécanisme principal de conversion de l’azote au sein du CHRA 

a été la nitrification. En effet, les quantités importantes de nitrates NO3-N mesurées en sortie 

pour les EU standard avec presque 50 mgN.L-1 (Figure 96) ou pour les EU sans urée avec 

environ 30 mgN.L-1 (Figure 97) sont indicatrices de l’activité des bactéries nitrifiantes. De plus, 

les concentrations infimes d’ions NH4
+ en aval ont confirmé que l’ammonium a bien été 

converti dans le processus de nitrification en NO2
-, puis NO3

-. Avec ou sans la quantité d’azote 

apportée par l’urée, les bactéries nitrifiantes n’ont pas semblé négativement impactées, car la 

nitrification est restée la voie majeure de transformation de l’azote. Le rendement sur l’azote 

global n’a pas évolué de manière significative entre les deux modalités : l’assimilation par les 

microalgues ou les bactéries n’a donc pas été influencée. 

III.3.1.2.3. Activité biologique du consortium microalgues-bactéries 

La mesure en continu de la dynamique de l’oxygène dissous et du pH a permis d’évaluer la 

dynamique du consortium microalgues-bactéries lorsque la composition des EU synthétiques 

en entrée a été modifiée. 

(b) (b) 

(a) (a) 
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Suivi de l’oxygène dissous 

La Figure 98 montre l’évolution de l’oxygène dissous au sein du CHRA quand il a été alimenté 

avec des EU standard et des EU sans urée sur une période de 5 jours. L’alternance jour-nuit a 

toujours été observable avec des valeurs plus élevées la journée, car les microalgues ont libéré 

de l’oxygène par photosynthèse. 

 

Figure 98. Evolution de l’oxygène dissous dans le CHRA avec l’EU standard et sans urée  

Globalement, les valeurs d’oxygène dissous avec les EU standard sont plus faibles (entre 0.3 et 

4 mgO2.L
-1) qu’avec les EU sans urée (entre 1 et 5.4 mgO2.L

-1). Pour valider ces observations, 

une journée avec des données stables a été sélectionnée pour déterminer les pentes de remontée 

de l’O2 (mgO2/L/h) après injection d'eaux usées (8 fois par jour) standard et sans urée (Tableau 

47). 

 EU standard EU sans urée 

 Pente (mgO2.L-1.h-1) Pente (mgO2.L-1.h-1) 

Jour 16.1±2.2 25.0±5.5 

Nuit 11.0±0.6 15.5±3.8 

Tableau 47. Pente moyenne de remontée de l’oxygène après alimentation 

Les pentes moyennes ont confirmé que les données d’oxygène dissous ont été plus importantes 

le jour que la nuit, quelles que soient les eaux usées injectées. Par ailleurs, les remontées de 

l’oxygène ont été plus fortes avec les EU sans urée qu’avec les EU standard : 25.0±5.5 contre 

16.1±2.2 mgO2.L
-1.h-1. Cette tendance peut s’expliquer de la manière suivante : moins d’azote 

réduit ayant été fourni avec les EU sans urée, la nitrification s’est atténuée, moins d’oxygène a 

été consommé par les bactéries nitrifiantes : les fluctuations de l’oxygène ont été plus marquées 

et impactées par la photosynthèse ainsi que le transfert d’oxygène. L’oxydation par les bactéries 

hétérotrophes et la photosynthèse ont été prédominantes dans les mécanismes liés à l’oxygène, 

et elles ont été moins contrebalancées par la nitrification. 
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Modélisation du système à partir des données d’oxygène dissous 

La modélisation a rendu possible la discrimination des activités biologiques des 

microorganismes : photosynthèse des microalgues, oxydation bactérienne et respiration 

endogène. Pour les deux modalités, le coefficient de transfert KLaO2 a été égal à 12.2 j-1. Les 

conditions initiales et aux limites du modèle sont listées dans le Tableau 48. 

Paramètre 
Notation et 

unité 

Valeurs pour 

la modalité 

« EU 

standard » 

Valeurs pour 

la modalité 

« EU sans 

urée » 

Concentration 

initiale en substrat 

dans le chenal 

S  

(mgDCO/L) 
5 5 

Concentration en 

substrat dans 

l’affluent 

So  

(mgDCO/L) 
380 450 

Concentration 

initiale en azote 

total dans le chenal 

Nt  

(mgN/L) 
27.5 27.5 

Concentration en 

azote total dans 

l’affluent 

Nto  

(mgN/L) 
60 45 

Tableau 48. Récapitulatif des paramètres du modèle pour chaque modalité 

Les valeurs de μB,maxX, OURendo et OPRmax obtenues avec le calage sont répertoriées dans le 

Tableau 49. 

 
μB,maxX 

(mg.L-1.h-1) 

OPRmax 

(mgO2.L-1.h-1) 

OURendo 

(mgO2.L-1.h-1) 

EU standard 6.44±0.00 0.72±0.00 1.93±0.00 

EU sans urée 10.80±0.05 1.02±0.00 1.79±0.00 

Tableau 49. Calage des paramètres pour les modalités « EU standard » et « EU sans urée » 

Les Figure 99 et Figure 100 décrivent l’évolution des termes du modèle OUR, OPR et le 

transfert gaz-liquide pendant les modalités « EU standard » et « EU sans urée ». 
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Figure 99. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) pendant la modalité « EU standard » 

 

Figure 100. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) pendant la modalité « EU sans urée » 

Le transfert gaz-liquide demeure le mécanisme principal d’apport en oxygène dans le chanel, 

pour les deux modalités. Il a varié avec un peu plus d’ampleur avec les EU sans urée (2.8 et 4.8 

mgO2.L
-1.h-1) qu’avec les EU standard (3.5 et 4.5 mgO2.L

-1.h-1) mais reste du même ordre de 

grandeur. Cela indique une certaine robustesse du calage du modèle : rien n’a changé niveau 

hydrodynamique dans le chenal (la vitesse est la même), et le transfert gaz-liquide a été du 

même ordre de grandeur (Figure 99 et Figure 100). 

Avec les EU sans urée, l’OUR exogène bactérien (hétérotrophe et autotrophe) présente des 

valeurs maximales bien supérieures au cas des EU standard. Cela peut cependant être dû à la 

DCO supérieure des EU sans urée (Tableau 48). 

 



Partie III :  Résultats et discussion 

179 

Avec les EU standard comme sans urée, la photosynthèse des microalgues a été un mécanisme 

mineur dans les variations de l’oxygène dissous, ne permettant pas de supporter l’activité 

bactérienne. Ainsi, l’OPR a varié entre 0 et 0.6 mgO2.L
-1.h-1 avec l’EU standard, et entre 0 et 

1.1 mgO2.L
-1.h-1 pour l’EU sans urée. 

Ainsi, les observations réalisées avec les données de productivité cumulée de la biomasse sont 

appuyées par le jeu de paramètres calé avec le modèle (Tableau 49). En effet, le terme de 

croissance des bactéries μB,maxX a été multiplié par 1.7 quand l’urée a été retirée des eaux usées 

synthétiques : la population des bactéries (sans doute hétérotrophes) est donc devenue 

prédominante. Les conditions ont également été plus favorables dans les EU sans urée pour les 

microalgues. Ainsi, le terme OPRmax a augmenté de 42% comparé aux EU standard. (Figure 

100). Enfin, le terme de mortalité OURendo a été constant malgré le changement de composition 

d’EU. 

Suivi du pH 

La Figure 101 illustre les variations du pH quand le CHRA a été alimenté avec des EU standard 

et des EU sans urée pendant 5 jours. 

 

Figure 101. Évolution du pH dans le CHRA avec l’EU standard et l’EU sans urée 

La composition de l’eau usée a impacté le pH global au sein du chenal. Une activité moindre 

des nitrifiantes avec une alimentation sans urée doit en effet se traduire par une acidification 

moindre du milieu. Cela est confirmé par les données présentées sur la Figure 101. Le pH a 

bien été plus élevé avec l’EU sans urée qu’avec l’EU standard. En effet, il a varié entre 7.4 et 

7.68 avec les EU sans urée, et entre 7.03 et 7.24 avec les EU standard. Aussi, la dynamique 

entre le jour et la nuit a été plus marquée avec les EU sans urée : l’écart entre jour et nuit a été 

de 0.2 en moyenne contre 0.1 pour les EU standard. Comme la nitrification a moins influencé 

les variations de pH, en abaissant le pH la journée, la dynamique jour-nuit a été plus marquée. 

La photosynthèse et l’oxydation des hétérotrophes ont été les mécanismes prédominants dans 

le CHRA. Comme pour le paramètre d’oxygène dissous, les pentes de remontée du pH après 
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injection d'eaux usées (8 fois par jour) standard et sans urée ont été calculées pour appuyer les 

raisonnements (Tableau 50). 

 EU standard EU sans urée 

 Pente (unité de pH/h) Pente (unité de pH/h) 

Jour 1.7±0.4 1.5±0.1 

Nuit 1.4±0.3 0.8±0.1 

Tableau 50. Pente moyenne de remontée du pH après alimentation 

Les pentes de remontée du pH ont confirmé l’alternance jour-nuit due à l’activité 

photosynthétique des microalgues avec des coefficients plus faibles la nuit que le jour. Comme 

la photosynthèse s’est arrêtée pendant la période obscure et n’a plus abaissé le pH, il a fluctué 

avec moins d’amplitude, ce qui est visible avec les pentes plus faibles la nuit 0.8±0.1 unité de 

pH.h-1 et 1.4±0.3 unité de pH.h-1. Ensuite, l’écart a été plus prononcé entre le jour et la nuit pour 

les EU sans urée que pour les EU standard.  

III.3.1.2.4. Conclusions 

Les conclusions suivantes permettent de formuler des éléments de réponses aux questions 

scientifiques formulées en début de section : 

1. La baisse de la charge d’azote en entrée a entraîné un accroissement de la production de 

biomasse. Le contenu en protéines de la biomasse a diminué alors que celui en glucides 

a augmenté avec une charge en azote plus faible. La part en lipides n’a pas varié. Ainsi, 

la biomasse produite n’est intrinsèquement pas plus attractive pour la production de 

biodiesel, mais la stabilité de la teneur en lipides accompagnée d’une meilleure 

productivité signifie potentiellement plus de biocarburant produit. 

2. La charge en azote de l’effluent à traiter a affecté les performances épuratoires du 

consortium microalgues-bactéries. Les processus biologiques d’oxydation du substrat 

organique et de nitrification par les bactéries sont restés tout aussi efficaces. Toutefois, 

l’azote semble avoir été limitant vis-à-vis de l’élimination du phosphore, qui n’a été 

éliminé que faiblement et de manière très variable lorsque l’urée a été écartée de la 

composition. L’apport d’un nutriment devenu limitant ou non a donc une influence sur 

les mécanismes d’élimination des autres nutriments. Le rapport N/P de l’entrée apparaît 

comme un élément clé dans les performances de traitement du chenal vis-à-vis de 

l’abattement du phosphore. 

3. La réduction de la charge en azote des EU a en particulier favorisé les microorganismes 

hétérotrophes du consortium avec une oxydation accrue de la matière organique, et dans 

une seconde mesure, les microalgues. L’analyse des flux d’oxygène grâce au calage du 

modèle simplifié ainsi que les données de pH confirment ces tendances. 
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III.3.2. ADB fixe et concentration en biomasse variable 

Le Temps de Séjour Solide (en anglais Solids Retention Time, SRT) ou âge des boues (ADB) 

correspond au temps de séjour moyen d’une biomasse dans un système. C’est un paramètre 

opérationnel relativement simple à calibrer qui influence les populations de microorganismes 

présentes (Buitrón and Coronado-Apodaca, 2022), et peut permettre la sélection d’espèces à 

croissance plus ou moins rapide. Il a également été rapporté qu’un ADB et une cinétique de 

croissance plus longues amélioraient la décantation des flocs de microalgues et bactéries 

comparé à un ADB plus court (Valigore et al., 2012). 

Dans la partie précédente, les résultats d’exploitation présentés correspondent à un système 

pilote où la concentration en biomasse était maintenue constante dans le système. Pour cette 

raison et avec la configuration de la sortie de la biomasse du chenal, l’âge de boues était dans 

ces conditions très élevé et présentait une grande variabilité. De plus, les résultats en question 

montrent globalement une activité de la biomasse algale plutôt faible (notamment au niveau de 

l’analyse des flux d’oxygène), malgré des performances épuratoires satisfaisantes. 

Ainsi, pour cette nouvelle partie de l’étude, l’ADB a été fixé en changeant la configuration de 

la sortie de la liqueur du chenal (par pompage au lieu d’un écoulement gravitaire). L’ADB 

devient alors égal au Temps de Séjour Hydraulique (TSH) : le débit d’extraction des boues est 

égal au débit de sortie des eaux traitées.  

Dans un premier temps, deux valeurs d’ADB/TSH de 5 et 8 jours ont été testées. Dans un 

second temps, pour répliquer la variabilité des eaux usées réelles (comme la section III.3.1.2. 

Changement de la charge en azote des eaux usées synthétiques) et aussi diminuer la 

turbidité/couleur, une nouvelle composition des eaux usées a été appliquée en changeant la 

charge en MO dans l’effluent d’entrée : l’extrait de viande (Viandox) et la moitié de la peptone 

ont été enlevés. Cela a permis de simuler le placement d’un CHRA en aval d’une première 

étape de traitement de la charge organique (par exemple boues activées à forte charge, 

UASB…). De plus, il s’avère que l’extrait de viande présent dans les modalités précédentes a 

apporté une coloration foncée au milieu de culture, ce qui a pu impacter la pénétration de la 

lumière au sein du chenal. Ainsi, l’activité algale devrait être favorisée dans ces nouvelles 

conditions. 

En résumé, les modalités ont été nommées : « ADB 5j + EU standard », « ADB 5j + EU sans 

viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox ». La modalité « EU sans viandox et moitié de 

peptone » a été raccourcie en « EU sans viandox ». Les trois cas de figure ont uniquement été 

comparés entre eux, car pour rappel, la configuration du chenal était différente pour les 

modalités précédentes avec une extraction manuelle de la biomasse et un écoulement gravitaire 

des eaux traitées dans le décanteur. 

L’objectif de l’étude de ces nouvelles modalités a été de répondre aux problématiques : 

• Quelle est l’influence de l’ADB sur le CHRA en termes de performances épuratoires et 

sur la biomasse en termes de productivité ? 
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• Quel est l’impact de l’apport en MO des EU sur le CHRA pour traiter les eaux usées et 

sur le consortium en termes de productivité et de composition biochimique ? 

• Est-ce que la couleur du milieu a un effet sur le consortium microalgues-bactéries ?  

III.3.2.1. Productivité de la biomasse 

Dans cette étude, une pompe a été installée pour extraire la biomasse et maîtriser l’ADB (qui 

est ainsi égal au TSH). Le calcul de productivité cumulée a donc été effectué différemment pour 

tenir compte de cette modalité (II.2.1.2. Productivité et productivité cumulée). La productivité 

cumulée de la biomasse a été tracée en fonction du temps pour les différents âges des boues 

testés (Figure 102).  

 

Figure 102. Évolution de la productivité cumulée de la biomasse pour « ADB 5j + EU 

standard », « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

Les 15 premiers jours, la productivité a chuté, car la biomasse a commencé à être extraite à 

intervalles réguliers par la pompe pour atteindre un ADB de 5 j. Le consortium microalgues-

bactéries a mis deux semaines, soit 3 fois l’ADB, pour compenser la perte de biomasse avec la 

croissance. Par la suite, une période de trois fois l’ADB a été prise en compte pour que le 

système soit considéré stable et que les mesures de MES reprennent. En complément, les 

régressions linéaires avec les intervalles de confiance à 95% sur la productivité cumulée 

(ordonnée) en fonction des jours (abscisse) pour les trois modalités sont listées dans le Tableau 

51. 
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Modalité 

n=nombre de données 

Équation 

(x=jours ; y=productivité cumulée en g) 

ADB 5j + EU standard 

(n=14) 

yinf = 0.94x –10.86 

y = (1.01±0.03)x - (9.41±0.67) 

ysup = 1.07x + 7.96 

ADB 8j + EU sans 

viandox (n=21) 

yinf = 1.14x – 0.89 

y = (1.18±0.02)x + (0.33±0.58) 

ysup = 1.21x + 1.54 

ADB 5j + EU sans 

viandox (n=9) 

yinf = 1.15x – 6.21 

y = (1.4±0.1)x - (3.2±1.27) 

ysup = 1.64x – 0.19 

Tableau 51. Productivité cumulée pour « ADB 5j + EU standard », « ADB 5j + EU sans 

viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

Pour plus de clarté, les comparaisons ont été respectivement établies entre : 

• « ADB 5j + EU standard » et « ADB 5j + EU sans viandox » pour comprendre l’effet 

de la charge en MO et la coloration due à l’extrait de viande avec un ADB identique 

• « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » pour déterminer 

l’impact de l’ADB 

Pour un ADB de 5 j associé à des EU standard ou sans viandox, la productivité cumulée a 

augmenté de 36.8% lorsque l’extrait de viande a été retiré des EU synthétiques (Tableau 51). 

De plus, les intervalles de confiance à 95% ne se recoupent pas. Par conséquent, l’absence de 

viandox et de peptone a eu un effet bénéfique visible via l’augmentation de la productivité, en 

dépit d’une baisse de 66% de la DCO entrante. Pour expliquer l’amélioration de la productivité, 

deux hypothèses sont envisageables : 

• Les concentrations initiales de viandox et de peptone ont pu exercer un effet inhibiteur, 

peut-être par la présence de certains composés dans l’extrait de viande ; 

• L’accès à la lumière constitue un paramètre fondamental dans le fonctionnement du 

CHRA. Le viandox a apporté une couleur brunâtre, qui a fait obstacle à la diffusion de 

la lumière. Les microalgues ont capté moins de lumière pendant la photosynthèse, ce 

qui a ralenti leur cinétique de croissance. Quand l’extrait de viande a été enlevé, les eaux 

synthétiques ont été clarifiées : les cellules algales ont alors bénéficié d’un meilleur 

accès à la lumière, résultant en une hausse de la productivité. L’influence de la couleur 

de la culture sur des microalgues a été documenté avec du digestat brun foncé : la 

couleur de ce dernier a été établie comme un paramètre critique qui limite la 

transmittance de la lumière (Al-Mallahi and Ishii, 2022). Par exemple, (Marcilhac et al., 

2014) a cultivé un consortium de microalgues et de bactéries dans un digestat dilué à 

des densités optiques de (0.22, 0.36, 0.89 et 1.36) tout en conservant la même charge 

nutritive. Aux densités les plus élevées, le flux photosynthétique mesuré à 4.8 cm était 

nul. Enfin, les meilleures productivités ont été atteintes aux densités optiques les plus 

faibles. 
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En comparant les données des deux ADB, la productivité a été similaire avec des intervalles de 

confiance qui se sont recoupés. Quel que soit l’ADB, les MES ont été du même ordre de 

grandeur dans le chenal. L’absence d’influence peut être attribuée à la brièveté de la dernière 

modalité avec un ADB de 5 j (n=9) comparé à un ADB de 8 j (n=21). Très peu d’études 

renseignent sur l’influence de l’ADB sur la productivité des microalgues et des bactéries. 

L’hypothèse que des espèces à croissance rapide seraient sélectionnées n’a pas été vérifiée, peut 

être parce que les ADB appliqués n’étaient pas assez différents. 

La composition en termes de protéines, lipides, glucides et cendres ne peut pas être présentée. 

En effet, seuls quatre échantillons ont été analysés pour la modalité « ADB 5j + EU standard », 

les autres échantillons n’ayant pas pu être testés : suite à un problème lors de la lyophilisation, 

ils ont moisi pendant le stockage. Par exemple, une mesure des protéines d’un échantillon 

dégradé du 07/04/2023 a donné 29.8% comparée à une mesure d’un échantillon sain du 

04/04/2023 qui a donné 56.3%. Si l’on s’appuie sur la bibliographie, (Buitrón and Coronado-

Apodaca, 2022) n’ont rapporté aucune différence significative dans la composition de la 

biomasse (microalgues-bactéries) produite à différents ADB avec en moyenne 49.0±6.0% de 

protéines, 6.7±0.6% de lipides, 9.5±1.6% de glucides et 34.5±2.7% de cendres. 

III.3.2.2. Traitement des eaux usées 

III.3.2.2.1. Matière organique (DCO) 

Cette partie aborde séparément l’influence de l’âges des boues et de la charge entrante en MO 

sur l’efficacité du traitement des eaux usées. La Figure 103 présente les concentrations en 

DCO) pour un ADB de 5 et 8j, et ce pour les EU standard et sans viandox.  

 

Figure 103. Concentration de la DCO en entrée et sortie de chenal pour « ADB 5j + EU 

standard », « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

En comparant un ADB de 5j et de 8j (EU sans viandox), le traitement de la DCO a été similaire 

avec des abattements respectifs de 79.3±4.3% (ADB 5j) et 82.4±5.3% (ADB 8j). La dégradation 

de la MO n’a donc pas varié avec l’âge des boues. Pareillement, (Buitrón and Coronado-

ADB 5j + EU standard      ADB 8j + EU sans viandox     ADB 5j + EU sans viandox 
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Apodaca, 2022) ont déduit que le changement d’ADB n’a pas eu de conséquence sur la 

réduction de la DCO. Le même constat a été établi dans un photobioréacteur microalgal-

bactérien à membrane où le traitement de la DCO a été constant quel que soit l’ADB (Zhang et 

al., 2021). 

Ensuite, entre « ADB 5j + EU standard » et « ADB 5j + EU sans viandox », l’élimination de la 

MO a été satisfaisante dans les deux cas avec des abattements respectifs de 86.0±2.4% et de 

79.3±4.3%. L’abattement a été légèrement supérieur pour l’EU standard, principalement car 

l’effluent était plus concentré au départ. Dans les trois configurations, l’effluent rejeté a respecté 

le seuil imposé de 125 mgO2.L
-1 et la réduction minimum de la DCO de 75% (“Arrêté du 21 

juillet 2015,” 2015). 

III.3.2.2.2. Phosphore 

 

Figure 104. Concentration des orthophosphates en entrée et sortie pour « ADB 5j + EU 

standard », « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

Le second nutriment d’intérêt a été le phosphore apporté par le réactif K2HPO4 dans les eaux 

usées synthétiques. Comme observé précédemment avec un ADB variable et des EU sans urée, 

les ions PO4
3- n’ont pas été éliminés significativement par le consortium microalgues-bactéries 

(Figure 104), et ce pour les trois modalités testées ici. En effet, au regard des incertitudes de 

mesures et d’une certaine variabilité en entrée, il n’est pas possible de considérer un abattement 

du phosphore. 

Pour rappel, le meilleur abattement s’est élevé à 36.7±14.5% avec les EU standard et un ADB 

variable avec un écart-type important (voir paragraphe III.3.1.1.2. Traitement des eaux usées), 

et n’a plus été atteint par la suite. Enfin, les concentrations mesurées en sortie n’ont pas été 

inférieures au palier de 2 mg.L-1 indiqué par (“Arrêté du 21 juillet 2015,” 2015).  

Le traitement peu satisfaisant et fluctuant du phosphore a aussi été observé lors d’études 

précédentes menées sur le même CHRA pilote (Pham, 2018) traitant des eaux usées réelles 

(ayant subi une décantation primaire) ou mélangées avec des centrats de digestion anaérobie 

ADB 5j + EU standard      ADB 8j + EU sans viandox     ADB 5j + EU sans viandox 
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des boues, ainsi qu’en variant le TSH (4j et 8j) (Pham, 2018) : le phosphore total (PT) mesuré 

en sortie a été égal voire plus élevé que le PT mesuré en entrée, ce qui implique aucune 

élimination du phosphore par le système. Les abattements moyens enregistrés ont été au 

maximum de 13.9±13.6%. 

Dans les EU, un déséquilibre nutritionnel peut expliquer l’absence de traitement du phosphore. 

En effet, les concentrations des nutriments doivent correspondre aux besoins des bactéries et 

des microalgues pour permettre un traitement biologique (assimilation par la biomasse). Le 

rapport DBO5:N:P (mg.L-1) requis au traitement biologique par les bactéries est de 100:5:1 

(Metcalf and Eddy, 1991). Les EU standard ont un rapport DCO:N:P de 27:6.9:1 et les EU sans 

viandox ont un rapport DCO:N:P de 18:4.8:1. Si les EU ont créé une carence nutritionnelle pour 

les microorganismes, la hausse de l’ADB n’a eu aucune influence sur l’assimilation du 

phosphore. 

III.3.2.2.3. Azote 

Le dernier nutriment d’intérêt a été l’azote sous différentes formes. Pour les trois modalités, la 

concentration moyenne (mgN.L-1) des espèces azotées en entrée et en sortie sont présentées 

dans les Figure 105, Figure 106 et Figure 107 qui suivent. 

  

  

(a) (a) 

(b) 

(b) 
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Figure 105. Concentration des espèces azotées en entrée (a) et sortie (b) pour « ADB 5j + EU 

sans viandox » 

   

  

Figure 106. Concentration des espèces azotées en entrée (a) et sortie (b) pour « ADB 8j + EU 

sans viandox » 

Pour 5 jours (Figure 105) ou 8 jours (Figure 106) d’ADB et une alimentation avec des EU sans 

viandox, les nitrates ont été majoritaires en sortie du procédé : la nitrification par les bactéries 

autotrophes a donc été le processus dominant de conversion de l’azote. En effet, l’intégralité de 

l’ammonium a été nitrifié en nitrates à la sortie avec des réductions de 91.6±6.2% (ADB 5j) et 

98.8±1.1% (ADB 8j). Pareillement, l’incrémentation de l’ADB de 6 j à 12 j a amélioré le 

traitement de l’ammonium de 89.1±6.6% à 98.2±2.0% par le consortium microalgues-bactéries 

dans un CHRA (Buitrón and Coronado-Apodaca, 2022).  

Il faut noter qu’avec les EU sans viandox, l’oxygène dissous a été élevé (de 5.8 à 8.6 mgO2.L
-

1) (Figure 108). Il y a eu peu, voire aucune condition d’anoxie pour permettre une élimination 

de l’azote par dénitrification. L’abattement de l’azote total a été assez faible car, il n’y a pas eu 

de dénitrification et peu d’assimilation par la biomasse.  

Dans notre étude, l’ADB a légèrement avantagé les bactéries nitrifiantes. 5 jours ont suffi aux 

populations nitrifiantes pour qu’elles se renouvellent sans être lessivées, et qu’elles 

(b) 

(b) 

(a) 

(a) 
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maintiennent leur activité biologique. D’autre part, les écarts-types affichés avec un ADB plus 

court (Figure 105) ont été plus importants qu’à un ADB de 8 j (Figure 106). Ceci peut suggérer 

qu’un ADB plus long a permis des performances d’épuration plus stables.  

  

  

Figure 107. Concentration des espèces azotées en entrée (a) et en sortie (b) pour « ADB 5j + 

EU standard » 

Concernant l’impact de la charge organique entre les modalités « ADB 5j + EU standard » 

(Figure 107) et « ADB 5j + EU sans viandox » (Figure 105), les mécanismes de transformation 

de l’azote ont été différents. Pour les EU sans viandox (Figure 105), il n’y avait plus 

d’ammonium mais beaucoup de nitrates en sortie, indicateurs d’une importante nitrification. 

Avec les EU standard (Figure 107), la tendance a changé : la concentration d’ions NH4+ a été 

aussi élevée qu’en entrée, et la concentration en nitrates est restée importante. Dans les 

conditions « EU standard + ADB 5 j », la nitrification a donc été instable, avec une 

accumulation de nitrites non négligeable. Il est probable que, dans ces conditions, la 

combinaison d’une charge en matière organique et en azote plus importantes aient défavorisé 

la croissance des bactéries nitrifiantes. Dans le même CHRA pilote, ce phénomène a déjà été 

observé par (Pham, 2018) en augmentant la concentration en azote qui est passée pour l’azote 

de Kjeldahl de 34.8±16.1 à 123.5±33.8 mgN.L-1 pour un TSH de 4 j : la concentration en NH4
+ 

(a) (a) 

(b) (b) 
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en sortie était nulle à « Charge nutritive basse », et la concentration en ammonium a été aussi 

élevée en entrée qu’en sortie à « Charge nutritive haute ».  

III.3.2.3. Activité biologique du consortium microalgues-bactéries 

III.3.2.3.1. Suivi de l’oxygène dissous 

La Figure 108 montre les variations de l’oxygène dissous pour les modalités « ADB 5j + EU 

standard », « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox ». Entre les EU 

standard et les EU sans viandox, l’impact des mécanismes bactériens dans le consortium 

microalgues-bactéries a été mis en évidence grâce au suivi de l’oxygène dissous dans le CHRA. 

 

Figure 108. Evolution de l’oxygène dissous dans le CHRA pour « ADB 5j + EU standard », 

« ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

On observe que la dynamique jour-nuit a été plus marquée avec les EU sans viandox, car 

l’activité photosynthétique des algues paraît dès lors plus importante par rapport aux 

mécanismes bactériens. Ainsi, l’oxygène libéré par les microalgues s’est accumulé dans le 

milieu, donnant lieu à des valeurs globales d’oxygène plus importantes pour les modalités 

« ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox ». 

Aussi, pour le même ADB de 5j, les fluctuations de l’oxygène dissous après chaque injection 

d’eaux usées ont été plus marquées avec les EU standard que les EU sans viandox. Comme la 

charge organique entrante a été réduite (sans viandox), les processus d’oxydation bactérienne 

ont été moins importants, et les valeurs globales d’oxygène ont augmenté, moins d’oxygène 

étant consommé par les bactéries hétérotrophes ou autotrophes. Si l’on compare l’injection des 

EU standard et des EU sans viandox, les alimentations des EU standard (courbe bleue) sont 

plus marquées car plus d’oxygène a été consommé pour oxyder la charge en MO plus 

importante dans ce cas-là. De manière globale, la concentration en O2 a été plus élevée avec les 

EU sans viandox allant de 5.8 et 8.6 mgO2.L
-1 contre 2.6 et 4.8 mgO2.L

-1 pour les EU standard.  
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Si l’on compare les deux ADB, la concentration en oxygène dissous a été plus importante à 

ADB=TSH=8j avec une différence de 1 à 1.3 mgO2.L
-1 relevée entre les deux modalités. Le 

débit d’alimentation a été de 9.2 L.j-1 contre 16 L.j-1 pour ADB=TSH=5j. Pour un âge des boues 

égal à 8j, une charge moins importante en MO et azote a donc été apportée à la culture, les 

processus d’oxydation ont été ralentis et l’oxygène dissous s’est accumulé dans le CHRA. 

Ainsi, un ADB plus long a favorisé l’oxygénation du milieu. 

III.3.2.3.2. Modélisation du système à partir des données d’oxygène dissous  

Comme pour les modalités précédentes, la modélisation a été un outil supplémentaire pour 

déterminer les flux d’oxygène et les phénomènes biologiques liés. Le coefficient de transfert 

gaz-liquide KLaO2 a de nouveau été défini à 12.2 j-1. Dans le Tableau 52, les données 

implémentées dans le modèle ont été résumées. Le débit d’alimentation a été 9.2 L.j-1 pour 

ADB=8j et 16 L.j-1 pour ADB=5j. 

Paramètre 
Notation et 

unité 

EU standard 

+ ADB 5j 

EU sans 

viandox + 

ADB 5j 

EU sans 

viandox + 

ADB 8j 

Concentration en 

substrat initiale 

dans le chenal 

S  

(mgDCO/L) 
5 5 5 

Concentration en 

substrat dans 

l’affluent 

So  

(mgDCO/L) 
320 110 110 

Concentration 

initiale en azote 

total dans le chenal 

Nt  

(mgN/L) 
27.5 27.5 27.5 

Concentration en 

azote total dans 

l’affluent 

Nto  

(mgN/L) 
85 35 35 

Tableau 52. Récapitulatif des paramètres du modèle pour chaque modalité 

Après le calage du modèle sur nos données expérimentales, les paramètres obtenus sont 

récapitulés dans le Tableau 53 ci-dessous. 

 
μB,maxX 

(mg.L-1.h-1) 

OPRmax 

(mgO2.L-1.h-1) 

OURendo 

(mgO2.L-1.h-1) 

EU standard + ADB 5j 6.74±0.03 0.22±0.00 0.47±0.00 

EU sans viandox + ADB 5j 3.61±0.06 0.76±0.00 1.56±0.00 

EU sans viandox + ADB 8j 2.43±0.01 0.64±0.00 0.76±0.00 

Tableau 53. Calage des paramètres pour les modalités « EU standard + ADB 5j », « EU san 

viandox + ADB 5j » et « EU sans viandox +ADB 8j » 

D’après le jeu de paramètres obtenus, les remarques suivantes peuvent être formulées : 
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• Comme attendu, l’activité bactérienne μB,maxX a été réduite suite à la diminution de la 

charge polluante, et également suite à l’augmentation de l’âge de boues. La valeur de 

μB,maxX a été 1.9 fois plus importante dans les EU standard. En effet, moins de substrat 

organique a été fourni par les EU sans viandox, la cinétique des hétérotrophes a donc 

été ralentie (probablement en raison de la diminution de la concentration en biomasse 

bactérienne). 

• Le terme OPRmax des EU sans viandox a été multiplié par 3.4 comparé aux EU standard. 

L’hypothèse selon laquelle la couleur du viandox a inhibé l’activité photosynthétique 

est ainsi confortée par les valeurs d’OPRmax en lien avec les données expérimentales de 

production de biomasse (Tableau 51). 

• En passant l’âge des boues de 5 à 8j, les mécanismes bactériens et l’activité 

photosynthétique ont diminué, car le TSH a été plus long, donc moins de nutriments ont 

été fournis au CHRA, impliquant une biomasse active moins importante dans le 

système, ce qui est confirmé par la chute de la respiration endogène OURendo. 

Les Figure 109, Figure 110 et Figure 111 illustrent l’évolution de l’OPR et le transfert gaz-

liquide (gauche) et l’OUR exogène et endogène (droite) pour les trois modalités. 

 

Figure 109. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) pour « EU standard + ADB 5j » 
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Figure 110. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) pendant « EU sans viandox + ADB 5j » 

En comparant les EU standard (Figure 109) et les EU sans viandox (Figure 110), on constate 

que : 

• L’OPR a mis en évidence les périodes jour-nuit. Par ailleurs, l’activité des microalgues 

a été plus importante dans les EU sans viandox avec un terme OPR de 0.75 mgO2.L
-1.h-

1 contre 0.22 mgO2.L
-1.h-1 pour les EU standard. Les microalgues ont été favorisées car 

les EU sans viandox ont fourni moins de MO à oxyder aux bactéries. De plus, sans la 

coloration brune apportée par l’extrait de viande, les cellules algales ont bénéficié d’un 

accès optimal à la lumière, et la photosynthèse a été plus performante dans les eaux 

usées clarifiées.  

• L’oxydation par les bactéries hétérotrophes a varié avec une plus grande amplitude dans 

les EU standard (1.2 et 4 mgO2.L
-1.h-1) que les EU sans viandox (0.25 et 0.62 mgO2.L

-

1), car il y a eu plus de matière organique à oxyder dans le premier cas. 

• Quand la culture a été alimentée avec les EU sans viandox, le transfert gaz-liquide a été 

prédominant par rapport à l’OPR. De plus, la tendance du transfert a différé. Le transfert 

a été faible en journée et très élevé la nuit (Figure 110). Avec les eaux usées standard, 

le transfert a été plutôt stable (entre 2.5 et 3.2 mgO2.L
-1.h-1) (Figure 109). En 

l’occurrence, avec une charge organique réduite, plus d’oxygène 𝑂2 s’est accumulé dans 

le système pendant la journée, car les microalgues ont produit de l’oxygène par 

photosynthèse et les bactéries ont eu une activité ralentie par manque de substrat 

organique comparé à des EU standard. Le terme global de transfert 𝑘𝐿𝑎,𝑂2(𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) 

a donc diminué. Pendant la nuit, le milieu de culture a été moins concentré en oxygène 

dissous, car l’activité photosynthétique s’est arrêtée mais l’oxydation bactérienne a 

continué. Le terme global de transfert 𝑘𝐿𝑎,𝑂2(𝑂2,𝑠𝑎𝑡 − 𝑂2) a donc augmenté. Ces 

variations plus marquées du transfert gaz-liquide sont dues à la concentration en 𝑂2 du 

CHRA qui se rapproche de la concentration à saturation 𝑂2,𝑠𝑎𝑡. En effet, les EU sans 

viandox ont ralenti les processus bactériens qui consommaient de l’oxygène. L’oxygène 

s’est accumulé et a donné des valeurs globales beaucoup élevées que les EU standard. 
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Figure 111. Évolution des termes OPR et transfert gaz-liquide (gauche) et OUR exogène et 

endogène (droite) pendant la modalité « EU sans viandox + ADB 8j » 

Pour comprendre l’influence de l’âge des boues sur la dynamique de chaque microorganisme, 

les courbes du modèle (Figure 110 et Figure 111) ont été comparées : 

• Avec un ADB de 5 jours, la photosynthèse des microalgues a été plus importante 

atteignant 0.76 mgO2.L
-1.h-1 contre 0.64 mgO2.L

-1.h-1 à un ADB de 8 j (Tableau 53). 

Cette observation est en partie confortée par la productivité (Tableau 51). Bien que les 

productivités aux deux ADB ne soient pas significativement différentes (les intervalles 

de confiance se recoupent), la productivité moyenne est plus élevée à un ADB de 5 j. 

On peut donc supposer que la densité en microalgues était plus grande à un ADB de 5 j 

qu’à un ADB de 8 j, d’où l’activité photosynthétique accrue. 

• Lorsque l’ADB a été fixé à 5 j, la consommation d’oxygène par les populations 

hétérotrophes et nitrifiantes (OUR exogène) a varié avec plus d’amplitude (0.24 à 0.62 

mgO2.L
-1.h-1), car le débit d’alimentation a été plus important avec un TSH de cinq 

jours. 

• Si l’activité des microalgues et des populations bactériennes a été plus forte (ADB 5 j) 

en raison d’une concentration en biomasse plus élevée, l’OUR endogène doit être plus 

élevé. Ce qui est le cas avec une valeur presque deux fois supérieure : 1.56 mgO2.L
-1.h-

1 contre 0.76 mgO2.L
-1.h-1. 

• Le transfert gaz-liquide d’oxygène a été plus important (1.1 à 2 mgO2.L
-1.h-1) à 5 j 

d’ADB (Figure 110) comparé à 8 j (0.66 à 1.36 mgO2.L
-1.h-1), car les mécanismes 

biologiques impliquant l’oxygène ont été intensifiés et plus d’oxygène a été transféré de 

l’atmosphère vers le chenal. 

III.3.2.3.3. Suivi du pH 

La Figure 112 présente les variations du pH au sein du chenal pour les modalités « ADB 5j + 

EU standard », « ADB 5j + EU sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox ». 
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Figure 112. Evolution du pH dans le CHRA pour « ADB 5j + EU standard », « ADB 5j + EU 

sans viandox » et « ADB 8j + EU sans viandox » 

La réduction de la charge en MO et en azote implique une réduction de l’activité bactérienne, 

comme montré ci-dessus par l’interprétation des mesures d’O2 dissous. Ainsi, l’acidification du 

milieu liée aux mécanismes d’oxydation (nitrification en particulier) se trouve atténuée. Dans 

le même temps, l’activité algale a bénéficié de l’absence du viandox avec un meilleur accès à 

la lumière et l’augmentation diurne du pH liée à la photosynthèse est moins compensée par 

l’activité bactérienne. Ainsi, les tendances du pH ont été très différentes selon une alimentation 

avec des EU standard ou des EU sans viandox et peptone.  

Sur une journée, le pH a varié de 7.74 à 7.84 pour les EU standard et de 7.86 à 8.12 pour les 

EU sans viandox. Sans viandox (courbe noir et marron), il y a eu moins d’azote à nitrifier, le 

pH est donc un peu plus élevé. Lorsque la lumière a été éteinte à J0.91, le pH a chuté de 8.11 à 

7.89 (EU sans viandox) et de 7.85 à 7.79 (EU standard). De plus, les fluctuations de pH causées 

par les injections d’eaux usées synthétiques ont été moins marquées.  

Concernant l’impact de l’ADB, les variations de pH ont été similaires aux deux âges des boues 

testés avec les EU sans viandox. Avec un ADB plus long, le pH est descendu la nuit (J1.3) à 

7.8 (ADB 8j) contre 7.9 (ADB 5j). 

III.3.2.4. Conclusions 

Cette partie de l’étude consistait à étudier l’influence d’un changement de composition des eaux 

usées (réduction de la DCO, de l’azote et de la couleur) pour deux âges de boues (= temps de 

séjour hydraulique) de 5 et 8 jours respectivement. Les observations et interprétations des 

données obtenues permettent de formuler les éléments de réponse suivants : 
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La couleur apportée par l’eau usée à traiter exerce un impact non négligeable sur le consortium 

: ainsi, la suppression de l’extrait de viande de la composition de l’effluent synthétique a permis 

d’augmenter la productivité et l’activité des microalgues. 

1. Les processus d’oxydation ont été dépendants de la charge organique supplémentée au 

consortium microalgues-bactéries. La diminution des charges organique et en azote a 

comme attendu eu un effet principalement sur l’activité bactérienne : cela a pu être mis 

en évidence grâce aux données d’oxygène dissous interprétées grâce au modèle 

simplifié (respirométrie in-situ) et de pH. 

2. Si l’on compare les deux ADB avec des EU sans viandox, un ADB de 5 j a été suffisant 

aux bactéries nitrifiantes du consortium pour oxyder plus de 90% de l’ammonium en 

nitrates. L’augmentation de l’ADB a stabilisé les performances de nitrification avec des 

écarts-types réduits pour l’abattement global de l’ammonium. Pour les EU sans viandox, 

la nitrification a été le mécanisme dominant de conversion de l’azote, car l’oxygène 

dissous élevé a éliminé la possibilité d’une dénitrification sous forme de N2 et 

l’assimilation par la biomasse a été minoritaire. La charge en MO (entre EU standard et 

EU sans viandox) des eaux usées influence les voies de conversion de l’azote dans le 

consortium.  

3. La hausse de l’ADB de 5 à 8 jours n’a pas influencé la productivité de la biomasse, ni 

l’oxydation du substrat organique par les bactéries hétérotrophes. 

4. Le phosphore n’a pas été éliminé par le CHRA, que ce soit par voie physicochimique 

avec précipitation des phosphates sous forme de sels ou par voie biologique avec une 

assimilation par le consortium microalgues-bactéries. Un TSH et un ADB plus longs 

sont peut-être nécessaires pour une réduction acceptable du phosphore dans l’effluent 

de sortie. Toutefois, ceci impliquerait un plus grand volume et une plus grande surface 

à occuper pour le chenal. 

5. L’analyse de l’activité du consortium démontre une plus grande activité de la biomasse 

algale pour les EU sans Viandox : la photosynthèse devient alors beaucoup plus 

importante pour supporter l’activité bactérienne que dans les modalités précédentes. 

La modélisation est un outil de suivi prometteur pour le CHRA, car il fournit des informations 

complémentaires aux analyses classiques sur le consortium microalgues-bactéries. 

L’interprétation des données de productivité démontrait que la production de biomasse était 

similaire pour les 2 ADB (à noter un potentiel manque de données pour conforter cette 

conclusion). Grâce au calage du modèle sur les données expérimentales, il apparaît que les 

termes µBX et OPRmax sont supérieurs à un ADB de 5 j comparé à 8 j (même s’il n’est pas 

possible de distinguer le taux de croissance de la concentration). La modélisation de l’oxygène 

dissous permet d’appuyer ou de nuancer certaines conclusions relatives à la productivité ou au 

traitement des eaux usées. Ainsi, l’influence de la couleur du viandox a été mis en avant par un 

OPR plus élevé dans les EU sans viandox. L’effet de charge organique sur les populations 

hétérotrophes et nitrifiantes a été illustré dans les EU standard par un terme µBX qui a presque 

doublé et qui témoigne d’une activité bactérienne plus importante. Ce modèle distingue, de 

manière simple avec des données expérimentales facilement accessibles, un ensemble 

d’interactions biologiques et physiques dans le système telles que la respiration exogène, la 

photosynthèse, la respiration endogène et le transfert gaz-liquide d’oxygène.  
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III.4. ACV 

L’ensemble des résultats précédents démontrent une certaine capacité du chenal à haut 

rendement algal pour le traitement des effluents, sans apport d’énergie mécanique pour 

l’aération autre que celle nécessaire au mélange avec la roue à aube. La facilité d’exploitation 

est également un avantage potentiel de ce type de filière. La question de la récupération de la 

biomasse traitée et de sa préparation en vue d’une valorisation éventuelle (par exemple sous 

forme de biocarburant) nécessite toujours d’être investiguée. 

Afin d’extrapoler l’application d’un chenal à taille réelle et évaluer de manière objective la 

pertinence environnementale de ce procédé, une Analyse du Cycle de Vie simplifiée est ici 

proposée. 

Pour rappel, trois stations de traitement des eaux usées d’une capacité de 1500 EH ont été 

comparées : les boues activées (BA), le filtre planté de roseaux (FPR) et le chenal à haut 

rendement algal (CHRA). La méthodologie a été expliquée dans II.3. Analyse du Cycle de Vie 

(ACV). Cette section a pour objectif d’exploiter et d’interpréter les impacts environnements 

issus du logiciel ACV4E. Les valeurs brutes ont été récupérées d’ACV4E et mises en forme 

avec un tableur Excel. Le détail des impacts environnementaux peut être trouvé en Annexe A. 

III.4.1. Comparaison entre BA, FPR et CHRA 

Cette section permet de mieux appréhender l’impact individuel de chaque filière et son ampleur, 

mais également de comprendre la signification des impacts. Les impacts ont des unités et des 

ordres de grandeur différents, ce qui rend difficile la présentation des résultats. Pour comparer 

les filières entre elles et présenter les données dans un seul graphique, les unités des impacts 

(Tableau 30) ont été normalisées selon la valeur maximale dans chaque catégorie d’impact. 

Ici, les impacts englobent sans distinction l’exploitation, les rejets et émissions, la fin de vie des 

boues et les pathogènes. Ils sont présentés pour chaque scénario (BA, FPR et CHRA) dans les 

Figure 113 et Figure 114. Les indicateurs d’impact ont été séparés en deux graphiques pour 

plus de clarté. L’infrastructure des installations n’a pas été considérée dans cette étude. 

L’interprétation de certains indicateurs d’impact est beaucoup moins intuitive, car ce sont des 

impacts indirects liés à la production, au transport ou à la consommation électrique (impacts 

liés aux activités d’arrière-plan de la STEP) (Catel et al., 2018).  
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Figure 113. Impacts environnementaux des trois filières de traitement (1) 

Globalement, la filière BA apparaît la plus impactante pour sept indicateurs d’impacts sauf 

l’eutrophisation en mer (Figure 113). Le FPR est dominant pour l’eutrophisation en eau 

douce et en mer. Le procédé qui occupe la seconde place en termes d’impact (le FPR ou le 

CHRA) dépend des facteurs : le chenal est le second plus impactant pour la destruction de la 

couche d’ozone, l’acidification des milieux, le pic d’ozone et la formation de particules fines, 

tandis que le FPR prend la seconde place pour le changement climatique et les émissions 

toxiques pour l’homme. À présent, nous allons décrire brièvement chaque indicateur et tenter 

d’expliquer pourquoi une filière a plus d’impact qu’une autre.  

• Le facteur changement climatique est rapporté au kg CO2 eq et englobe les gaz à effet 

de serre comme le dioxyde de carbone (CO2), la vapeur d'eau (H2O), le méthane (CH4) 

et le protoxyde d'azote (N2O). En traitement des eaux usées, les gaz à effet de serre 

peuvent être émis par oxydation de la MO par les hétérotrophes (CO2), lors de la 

décomposition de la biomasse/boue (CH4) ou par les processus de dénitrification 

hétérotrophe et les processus de nitrification autotrophe (N2O) (Bollon et al., 2013). Il 

y a aussi le CO2 fossile produit lors des différents procédés impliqués dans le cycle de 

vie des stations d’épuration. La BA a un impact supérieur car, c’est une installation plus 

complexe avec des besoins énergétiques plus importants pour le fonctionnement et la 

maintenance. Le FPR et le CHRA ont des impacts plus faibles, ce qui est cohérent avec 

la relative simplicité des installations. 

• La destruction de la couche d’ozone, exprimée en quantités de CFC-11 (fréon 11), fait 

référence à la contribution d’un composé à la destruction de la couche d’ozone causée 

en grande partie par les transports avec combustion de diesel (Risch and Boutin, 2011). 

Dans notre scénario, les trajets entre la station d’épuration et les champs pour épandre 
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les boues y contribuent ainsi que l’entretien ponctuel des abords du site (désherbage 

mécanique, faucardage des roseaux). La filière BA présente de nouveau un impact 

dominant suivi par le CHRA et le FPR. Les trajets aller-retour pour l’entretien régulier 

sont 2.5 fois plus nombreux pour le procédé à BA. 

• Les composés qui contribuent à l’acidification des milieux sont les SOx et les NOx. Le 

dioxyde de soufre se transforme en H2SO4 au contact de l’humidité (ou les NOx en 

HNO3), ce qui résulte en des pluies acides. Ces gaz proviennent principalement de la 

combustion de matières fossiles, de la décomposition de la matière organique. Ainsi, la 

station par BA est respectivement 6.5 fois plus impactante que le CHRA et 8.7 fois que 

le FPR. De plus, l’opérateur d’une station à BA effectue 2.5 fois plus de trajets que pour 

les deux autres filières extensives, ce qui résulte en plus d’émissions de SOx et NOx. 

• Concernant l’eutrophisation en eau douce (kg P eq), le constat est plus nuancé car, cet 

indicateur est directement lié aux performances de traitement du phosphore. Comme les 

systèmes atteignent des abattements équivalents pour une même charge polluante en 

entrée, les impacts sont du même ordre de grandeur. En effet, les flux en sortie 

contiennent les mêmes quantités de composés phosphorés apportées au cours d’eau 

douce. Pour le FPR qui est le plus impactant des trois filières, les phosphates non 

précipités contribuent au score élevé en eutrophisation en eau douce (Risch and Boutin, 

2011). Dans le bilan matière, trois-quarts du phosphore total se retrouve dans l’effluent 

de sortie contre 59% pour la BA et 64.4% pour le CHRA. C’est pour cela que la BA et 

le CHRA ont des scores plus modérés.  

• Pour les émissions toxiques pour l’homme, la substance de référence est le 1,4-DCB 

(1,4-Dichlorobenzène). Ces indicateurs mesurent les risques d’une substance pour la 

santé humaine. Pour la santé humaine, la station à BA représente un impact 2.5 fois plus 

important que le FPR et 3.7 fois plus important que le CHRA.  

• Le kg de COVNM de la catégorie pic d’ozone correspond aux composés organiques 

volatils non méthaniques (aussi appelés précurseurs d’ozone) qui sont principalement 

issus de la combustion. Comme les boues ne sont pas incinérées, les émissions dues au 

transport et à d’autres opérations intervenant dans le cycle génèrent la majorité des 

impacts. Comme les BA nécessitent une plus grande dépense énergétique et plus de 

transport, l’impact est plus élevé que pour le FPR et le CHRA. 

• La formation de particules fines est donnée en kg PM10, dont le diamètre est inférieur 

à 10 μm. Elles peuvent déclencher des troubles respiratoires et cardiovasculaires chez 

l’Homme. Le FPR et le CHRA génèrent des impacts 11.3 fois et 5.6 fois moins 

importants que la filière par BA. Cette différence peut se justifier par la fréquence 

réduite des déplacements de l’opérateur pour le FPR et CHRA comparé à la station à 

BA. 

Pour les neuf indices d’impact suivants, la filière boues activées est à nouveau la plus 

impactante suivie par le CHRA et le FPR (Figure 114). 
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Figure 114. Impacts environnementaux des trois filières de traitement (2) 

• Comme pour les émissions toxiques pour l’homme, les émissions toxiques en milieu 

terrestre, en eau douce et en mer ont pour substance de référence le 1,4-DCB (1,4-

Dichlorobenzène). Les impacts du FRP et du CHRA sont semblables pour les émissions 

toxiques en milieu terrestre et 2.5 fois inférieurs au procédé BA. Enfin, les BA et le FPR 

ont des impacts quasi-identiques pour les émissions en eau douce et en mer tandis que 

le CHRA est 2.3 fois moins impactant. 

• Si l’on s’intéresse à la radioactivité, les boues activées ont un impact 5.5 fois plus élevé 

plus que le CHRA. La catégorie « Radioactivité » est liée à consommation électrique 

des stations. L’électricité française est principalement d’origine nucléaire (75%) et émet 

de la radioactivité. L’impact dominant des BA s’explique par la consommation 

électrique plus importante de ce genre de système. Dans une station de type « Boues 

activées » en France, l’aération du bassin biologique représente 35 à 50% de la dépense 

en énergie, suivi par l’agitation de 8 à 20% (Stricker et al., 2017). Il faut tout de même 

noter que le procédé à boues activées est le moins énergivore des systèmes de traitement 

intensif avec 3.2 kWh.kg-1 de DBO5 éliminé (Stricker et al., 2017). L’impact plus 

modéré du CHRA est causé par la consommation électrique de la roue à aubes, moins 

énergivore que la technologie d’aération des bassins à BA. Le FPR a un impact presque 

nul, car le système ne consomme quasiment pas d’électricité (notamment dans le cas 

d’une alimentation gravitaire en effluents). Pour le CHRA et le FPR, les points de 

dépense d’énergie se situent au niveau du dégrillage et du pompages (le fonctionnement 

des appareils électroniques est négligé). 

• L’occupation des terres cultivables est comptabilisée en m² par année. Cette catégorie 

indique « l’emprise de toutes les activités induites durant le cycle de vie du système sur 

des terres agricoles (Notice et aide du logiciel ACV4E, 2018) ». Le scénario avec les BA 
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est à nouveau le plus impactant suivi par le CHRA et le FPR. Au quotidien, les boues 

activées génèrent de plus grandes quantités de boues que le FPR ou CHRA, ce qui 

suppose un épandage plus fréquent sur l’année ou sur de plus grandes surfaces. Ainsi, 

« l’occupation des surfaces agricoles » par l’épandage des boues a plus d’incidence pour 

cette filière. Le raisonnement est similaire avec le CHRA qui produit plus de boues que 

le FPR. 

• La disparition d’espace naturel calculée en m² désigne la « transformation d’une 

surface dédiée à un type d’utilisation en une surface dédiée à un autre type d’utilisation 

(ex : site industriel) (Notice et aide du logiciel ACV4E, 2018) ». La filière BA est la plus 

impactante des trois stations étudiées. Le FPR et le CHRA génèrent des impacts 

équivalents respectivement de 15.7 et 19.7.  Cet impact est dû à la fréquence du transport 

par camion (« Transport, lorry 3.5-7.5t » dans Ecoinvent) entre la station d’épuration et 

le lieu d’épandage (distance de 20 km) (Risch and Boutin, 2011). Le transport est plus 

important dans le cas de la STEP BA du fait de plus grandes quantités produites. 

• L’épuisement des ressources en eau est donné en m3. Le scénario BA obtient l’impact 

le plus élevé suivi par le chenal et le filtre planté de roseaux. C’est un impact indirect 

lié au transport, à l’énergie nécessaire… 

• L’épuisement des ressources fossiles, calculé en kg pétrole, représente l’épuisement 

des énergies ou combustibles fossile comme le pétrole, le charbon, le gaz naturel (Notice 

et aide du logiciel ACV4E, 2018). Dans nos scénarios, la combustion de carburant pour 

le transport ou l’entretien des abords des installations (faucardage, désherbage, tonte) 

peuvent représenter les principales contributions à cet indicateur. La filière BA obtient 

l’impact le plus important en raison des nombreux déplacements nécessaires au bon 

fonctionnement de la STEP. Le CHRA et le FPR sont des procédés plus rustiques moins 

demandeurs de main d’œuvre sur place, d’où les impacts nettement réduits dans cette 

catégorie. On peut également attribuer cet impact à la consommation d’énergie 

électrique, dont une partie reste produite à l’aide de combustibles fossiles malgré la part 

prédominante du nucléaire dans le mix énergétique français. 

Dans la quasi-totalité des catégories, la station à BA exerce un impact environnemental majeur 

comparé aux autres solutions de traitement. Lors d’une étude similaire sur des unités de 

traitement pour des communautés rurales (Garfí et al., 2017), l’impact du traitement 

conventionnel avec les boues activées a été 2 à 5 fois plus élevé que celui généré par les 

systèmes extensifs (FPR et CHRA), selon la catégorie d’impact. Cette ACV préalable aboutit 

aux mêmes conclusions avec une filière BA bien plus impactante que les filières alternatives. 

Toutefois, il faut rappeler que l’infrastructure et la construction n’ont pas été incluses dans les 

scénarios. Sachant que l’emprise foncière des filières CHRA et FPR est beaucoup plus 

importante, cela nuancerait probablement ces conclusions. Aussi, le FPR nécessite l’import de 

granulat pour les couches filtrantes, dont l’impact en termes d’extraction et de transport ne sont 

sans doute pas négligeables. Concernant la construction du CHRA, cela dépendrait très 

fortement des matériaux de construction employés (béton, géomembranes…). 
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III.4.2. Exploitation, Rejets et émissions, Fin de vie des boues et Pathogènes  

Dans cette section, on s’intéresse à chaque filière séparément. Les flux qui contribuent aux 

indices d’impact (Changement climatique, Eutrophisation en eau douce, Radioactivité…) sont 

répartis sous quatre volets : Exploitation, Rejets et émissions, Fin de vie des boues et 

Pathogènes. L’objectif est de déterminer dans quelle mesure ces étapes sont responsables de 

l’impact environnemental d’une filière donnée et les améliorations possibles à envisager.  

Pour rappel, l’ACV prend en compte la totalité des flux directs et indirects impliqués dans le 

cycle de vie de la station d’épuration. Dans le rapport sur l’ACV de la filière Boues activées 

(Boutin et al., 2010), l’inventaire de toutes les étapes dénombre :  

• Exploitation : Entretien ponctuel (tonte de l’herbe, faucardage des roseaux, 

débroussaillage, transport, fin de vie des roseaux), Curage de l’installation, 

Consommation électrique des équipements (pompes, aération…), Transport de 

l’opérateur de la station 

• Rejets et émissions à l’eau et à l’air par le traitement des eaux usées et le 

conditionnement des boues 

• Fin de vie des boues : Transport et épandage 

• Les Pathogènes dépendent des activités (domestiques et/ou industrielles), du nombre 

d’équivalent habitants et du type de traitement mis en œuvre. En épuration des eaux 

usées, ils se concentrent dans les boues par décantation ou par adsorption sur les MES. 

Il est à noter que l’infrastructure, non considérée ici, génère une partie significative des 

impacts pour : Pic d’ozone, Formation de particules fines, Emissions toxiques en eau douce, 

Disparition d’espace naturel, Epuisement des ressources en eau, Epuisement des métaux, 

Epuisement des ressources fossiles. 

L’ensemble des impacts environnementaux avec les catégories Exploitation, Rejets et 

émissions, Fin de vie des boues et Pathogènes sont listés ci-dessous dans les Tableau 54, 

Tableau 55 et Tableau 56. 

 Exploitation 
Rejets et 

émissions 

Fin de vie 

des boues 
Pathogènes 

Changement climatique 15.9% 79.1% 5.0% 0% 

Destruction de la couche 

d'ozone 
96.9% 0% 3.1% 0% 

Acidification des milieux 66.9% 0% 33.1% 0% 

Eutrophisation en eau 

douce 
0.4% 88.6% 11.0% 0% 

Eutrophisation en mer 0.2% 49.7% 50.1% 0% 

Emissions toxiques pour 

l’homme 
5.7% 16.4% 0.4% 77.5% 

Pic d’ozone 80.8% 0% 19.2% 0% 

Formation de particules 

fines 
79.2% 0% 20.8% 0% 
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Emissions toxiques en 

milieu terrestre 
24.0% 64.3% 11.7% 0% 

Emissions toxiques en eau 

douce 
68.7% 29.2% 2.1% 0% 

Emissions toxiques en mer 67.2% 30.2% 2.6% 0% 

Radioactivité 99.8% 0% 0.2% 0% 

Occupation de terres 

cultivables 
95.7% 0% 4.3% 0% 

Disparition d’espace 

naturel 
76.5% 0% 23.5% 0% 

Epuisement des ressources 

en eau 
97.7% 0% 2.3% 0% 

Epuisement des métaux 89.7% 0% 10.3% 0% 

Epuisement des ressources 

fossiles 
85.3% 0% 14.7% 0% 

Tableau 54. Impacts environnementaux de la filière BA 

• De manière globale, l’exploitation de la STEP est responsable d’une majeure partie des 

impacts environnementaux, soit 12 sur 17 facteurs d’impact. Cette étape comprend la 

forte consommation énergétique pour aérer en permanence les bassins à boues activées 

et apporter mécaniquement l’oxygène nécessaire. Pour diminuer l’impact du 

fonctionnement de la station, la réduction de la dépense énergétique est à envisager. 

D’une part, l’optimisation de l’aération via des algorithmes plus poussés de régulation 

ainsi que l’optimisation du transfert lui-même (nouveaux types de surpresseurs et 

diffuseurs, optimisation hydrodynamique…) paraît indispensable. D’autre part, la 

récupération d’énergie sur la filière de traitement, par exemple via la valorisation des 

boues d’épuration par méthanisation, permettrait de couvrir une partie des besoins en 

énergie. Cependant, la pertinence de l’installation de méthaniseurs peut être questionnée 

vu la faible capacité de la station modélisée ici. Les scénarios de fin de vie des boues 

sont peut-être à diversifier. Les déplacements fréquents de l’opérateur pour la 

maintenance expliquent également l’impact premier de l’exploitation. 

• Les rejets et émissions génèrent la majorité des impacts pour le changement climatique, 

l’eutrophisation en eau douce et les émissions toxiques en milieu terrestre. Étant donné 

qu’il n’y a pas de déphosphatation plus poussée avant rejet dans le milieu pour la station 

modélisée ici, les rejets et émissions participent en grande partie au facteur 

d’eutrophisation et à la formation de composés potentiellement toxiques en milieu 

terrestre.  

• La fin de vie des boues et les rejets/émissions participent de manière équivalente à 

l’eutrophisation en mer. Il y a un possible lessivage de certains composés des boues 

après épandage, qui apportent une charge nutritive trop élevée au milieu marin et 

favorisent une eutrophisation. Ensuite, l’épandage ou le stockage des boues génèrent 

des composés gazeux qui peuvent participer aux pluies acides.  
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 Exploitation 
Rejets et 

émissions 

Fin de vie 

des boues 
Pathogènes 

Changement climatique 1.2% 97.5% 1.3% 0% 

Destruction de la couche 

d'ozone 
73.1% 0% 26.9% 0% 

Acidification des milieux 31.9% 0% 68.1% 0% 

Eutrophisation en eau 

douce 
0% 97.8% 2.1% 0% 

Eutrophisation en mer 0% 96.9% 3.1% 0% 

Emissions toxiques pour 

l’homme 
0.7% 30.5% 0.2% 68.6% 

Pic d’ozone 62.6% 0% 37.4% 0% 

Formation de particules 

fines 
49.4% 0% 50.6% 0% 

Emissions toxiques en 

milieu terrestre 
6.2% 87.6% 6.1% 0% 

Emissions toxiques en eau 

douce 
5.5% 94.0% 0.5% 0% 

Emissions toxiques en mer 5.5% 93.9% 0.6% 0% 

Radioactivité 95.2% 0% 4.8% 0% 

Occupation de terres 

cultivables 
81.1% 0% 18.9% 0% 

Disparition d’espace 

naturel 
64.1% 0% 35.9% 0% 

Epuisement des ressources 

en eau 
79.7% 0% 20.3% 0% 

Epuisement des métaux 78.7% 0% 21.3% 0% 

Epuisement des ressources 

fossiles 
66.5% 0% 33.5% 0% 

Tableau 55. Impacts environnementaux de la filière FPR 

Le FPR, étant un système extensif, amène une réflexion différente sur la place des étapes dans 

son cycle de vie.  

• L’exploitation est dominante dans huit catégories d’impacts environnementaux, ce qui 

est inférieur à ce qu’on a observé pour les BA. Comme il n’y a presque pas de demande 

en énergie pour ce type de système et que le transport de l’opérateur a diminué 

comparativement aux BA, la contribution en ordre de grandeur est aussi réduite. 

• Les rejets et émissions participent à la quasi-totalité des six facteurs de changement 

climatique, eutrophisation et émissions toxiques. Ceci est cohérent, car la phase 

d’exploitation est moins impactante : le FPR est un système relativement « autonome » 

qui demande peu de main d’œuvre ou d’intervention. Il n’y pas d’équipement électrique 

qui fonctionne en permanence. L’étape « Rejets et émissions » dans le cycle de vie de 

ce procédé occupe donc une plus grande place pour plusieurs indices. 

• La fin de vie des boues est le principal contributeur pour deux facteurs d’impact : 

l’acidification des milieux et l’émission de particules fines. L’explication est similaire 
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aux BA avec des émissions causées lors du transport, du stockage et de l’épandage des 

boues aux champs agricoles. 

 Exploitation 
Rejets et 

émissions 

Fin de vie 

des boues 
Pathogènes 

Changement climatique 4.1% 95.7% 0.2% 0% 

Destruction de la couche 

d'ozone 
99.7% 0% 0.3% 0% 

Acidification des milieux 92.6% 0% 7.4% 0% 

Eutrophisation en eau 

douce 
0.1% 99.6% 0.4% 0% 

Eutrophisation en mer 0% 99.4% 0.6% 0% 

Emissions toxiques pour 

l’homme 
4.5% 40% 0.1% 55.5% 

Pic d’ozone 96.6% 0.1% 3.4% 0% 

Formation de particules 

fines 
95.5% 0% 4.5% 0% 

Emissions toxiques en 

milieu terrestre 
13.6% 86.2% 0.3% 0% 

Emissions toxiques en eau 

douce 
33.0% 66.8% 0.2% 0% 

Emissions toxiques en mer 31.8% 67.9% 0.2% 0% 

Radioactivité 100% 0% 0% 0% 

Occupation de terres 

cultivables 
95.3% 0% 4.7% 0% 

Disparition d’espace 

naturel 
98.0% 0% 2.0% 0% 

Epuisement des ressources 

en eau 
99.5% 0% 0.5% 0% 

Epuisement des métaux 97.3% 0% 2.7% 0% 

Epuisement des ressources 

fossiles 
98.5% 0% 1.5% 0% 

Tableau 56. Impacts environnementaux de la filière CHRA 

• Concernant le chenal, on attribue au fonctionnement plus de 90% des impacts dans dix 

indicateurs : la destruction de la couche d’ozone, l’acidification des milieux, le pic 

d’ozone, la formation de particules fines, la radioactivité, l’occupation de terres 

cultivables, la disparition d’espace naturel, l’épuisement des métaux, des ressources en 

eau et des ressources fossiles. Par ailleurs, la part de l’exploitation est plus importante 

que dans le cas du FPR. Bien que le CHRA soit une filière dite extensive comme le 

FPR, il requiert une consommation électrique plus élevée pour le mélange continu des 

eaux usées par la roue à aubes. 

• Les rejets de la station sont majoritaires pour 6 facteurs d’impacts environnementaux 

suivi les pathogènes dans les émissions toxiques pour l’homme. Les facteurs sont 

identiques aux facteurs d’impact du FPR. 
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• Dans ce scénario, la fin de vie des boues a un impact très mineur pour chaque indicateur 

comparé aux deux autres filières, car la production de biomasse est relativement moins 

importante. 

III.4.3. Conclusions 

L’ACV aide à identifier les contributeurs majeurs aux divers impacts environnementaux dans 

chaque système. Elle permet aussi de comparer différents scénarios de traitement des eaux usées 

entre eux. Il est possible de détailler individuellement chaque technologie et comprendre dans 

quelle mesure une étape du cycle de vie intervient dans une catégorie d’impact. Les indices 

« midpoint » fournissent un compte-rendu exhaustif des acteurs de chaque facteur d’impact 

(étapes du cycle de vie, réactifs, process…). Sur les trois systèmes étudiés, le FPR et le CHRA 

obtiennent les impacts les plus faibles. La filière BA a obtenu un score environnemental moins 

bon, notamment en raison d’une consommation en électricité accrue pour l’aération des bassins 

et le besoin plus fréquent d’intervention sur site par un opérateur. 

En perspective, il serait bien évidemment intéressant d’inclure l’impact de l’infrastructure pour 

une ACV plus complète et réaliste des trois procédés. Un inventaire de l’infrastructure pour le 

chenal est donc à réaliser. Celui-ci devra prendre en compte le type de matériaux de construction 

employés qui sont variés pour ce type de réacteur. Pour étendre l’approche, une ACV des 

chaînes de production de biocarburant à partir de la biomasse produite par le CHRA est à 

envisager. 
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Conclusion et perspectives 

Au cours de cette thèse, le traitement des eaux usées a été envisagé sous l’aspect de la durabilité, 

d’une meilleure gestion de la ressource en eau et de la récupération des ressources des effluents. 

Les procédés utilisant un consortium microalgues/bactéries s’inscrivent dans cette optique avec 

une dépense énergétique modérée, une facilité de mise en œuvre, un caractère autonome avec 

un besoin réduit en main d’œuvre sur place ainsi que l’assimilation des nutriments au sein de 

la biomasse cultivée. Par ailleurs, leur relative autonomie en fait des systèmes particulièrement 

adaptés à des territoires isolés ou ruraux. Il s’agit d’une réponse potentielle plus adaptée à 

certains scénarios d’épuration, à défaut des unités de traitement conventionnelles comme les 

bassins à boues activées. 

Ainsi, deux systèmes de traitement ont été évalués : le photobioréacteur séquentiel (PBR) et le 

chenal à haut rendement algal (CHRA). Dans les cultures pures de microalgues, les deux 

procédés sont souvent comparés du fait de leurs configurations distinctes et les variétés de 

performances. Le photobioréacteur est un système compact à géométries très diverses 

(tubulaires, plat…) qui repose sur un éclairage artificiel. Le chenal constitue une infrastructure 

rustique que l’on retrouve en extérieur avec une grande emprise foncière. Ces technologies ont 

été transposées au traitement des eaux usées pour allier épuration et production de biomasse 

valorisable. 

D’après nos expérimentations, les deux pilotes se sont distingués par leurs performances de 

traitement et la production de biomasse. Le PBR a abouti à des performances épuratoires de la 

DCO très satisfaisantes. Les concentrations et les rendements épuratoires ont respecté les 

normes imposées. Le CO2 n’a pas semblé impacter l’épuration de la DCO. L’azote a surtout été 

traité par la nitrification bactérienne, et une dénitrification a aussi eu lieu en absence de lumière 

suivant le démarrage du cycle d’alimentation en affluent. L’ajout du CO2 n’a pas eu un impact 

significatif sur ces mécanismes. Toutefois, la dynamique du pH et de l’oxygène dissous au 

cours des cycles a été influencée par l’injection de CO2. En effet, le pH a été régulé autour de 

7.5 et a varié avec moins d’amplitude. Les variations de l’oxygène ont aussi été modérées par 

l’ajout de CO2. Si le mode séquentiel est intéressant en traitement des eaux usées, il pose une 

contrainte et soulève la question d’une application à échelle industrielle. Pour la suite de cette 

thèse, les expériences ont été faites dans un CHRA, qui constitue le système le plus courant 

pour la culture de microalgues/bactéries en traitement des eaux usées. 

Durant la phase d’expérimentation avec le CHRA, différentes modalités opératoires ont été 

examinées sur le pilote : la vitesse d’agitation, la variabilité des eaux usées réelles en changeant 

la charge en matière organique ou en azote en entrée, et l’âge de boues de la culture. Chaque 

condition opératoire testée a mis en avant des abattements épuratoires satisfaisants pour la 

matière organique et les composés azotés. Toutefois, l’élimination du phosphore reste à ce jour 

un verrou dans l’épuration par le chenal. Pour diminuer la consommation énergétique, la vitesse 

d’agitation a été réduite et a eu un impact peu significatif sur la productivité et la composition 

de la biomasse. Mais la réduction importante du transfert gaz-liquide associée a modifié la 

dynamique du consortium à travers l’augmentation de l’activité photosynthétique. L’apport 

nutritionnel des eaux usées synthétiques a influencé la production de biomasse par le 
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consortium et les performances épuratoires. Ensuite, la couleur des EU génère un impact sur le 

consortium : le retrait de l’extrait de viande de l’effluent synthétique a permis d’augmenter la 

productivité et l’activité des microalgues. 

La détermination de la composition biochimique de la biomasse produite est une information 

d’intérêt pour le choix de la conversion en biocarburant. Globalement, la composition 

biochimique du consortium a été relativement stable, quel que soit le paramètre opératoire 

étudié. D’une part, la stabilité de la composition face à des EU variables ou un changement de 

facteur opératoire peut constituer un atout dans l’optique d’une valorisation énergétique 

(régulation du procédé, fiabilité). D’autre part, la valorisation de la biomasse reste à investiguer 

car le contenu lipidique et glucidique actuel demeure sans doute trop faible pour produire un 

biocarburant en grandes quantités. 

Le suivi de la dynamique entre les microalgues et les bactéries a été réalisé par une acquisition 

en continu de données d’oxygène dissous et la simulation grâce à un modèle simplifié de ces 

mesures expérimentales. Ce protocole a rendu possible la discrimination des populations de 

microorganismes et les mécanismes biologiques associés : la photosynthèse, l’oxydation 

bactérienne hétérotrophe et la nitrification, la respiration endogène. Le transfert gaz-liquide 

majoritairement généré par l’agitation via la roue à aubes a été également pris en compte. La 

modélisation des données d’oxygène pourrait s’avérer à terme un outil de suivi complémentaire 

et indispensable de la santé du consortium au sein du chenal, et se distingue, de la mesure 

classique des MES et des MVS qui est somme toute quantitative, par la finesse et l’exhaustivité 

dans l’interprétation de données relativement brutes. Au sein du chenal, ces résultats mettent 

en exergue le rôle prépondérant du transfert gaz-liquide (agitation liée à la roue à aubes) dans 

le bilan en oxygène. L’activité photosynthétique a pu être augmentée en faisant varier 

notamment la couleur et la charge polluante de l’eau usée à traiter. 

L’étude des différentes configurations et conditions opératoires durant cette thèse démontre que 

l’équilibre entre les communautés de microorganismes constitue l’élément clé permettant de 

comprendre les mécanismes et d’optimiser cette filière que l’on pourrait qualifier, par analogie 

avec le procédé à boues activées, de « procédé à biomasse photoactivée ». 

Pour élargir la réflexion, une approche transversale a été adoptée avec une analyse du cycle de 

vie (ACV). Il s’agit d’une démarche d’éco-conception qui considère l’impact environnemental 

d’un objet ou d’un système depuis le berceau jusqu’à la tombe. Dans notre cas, l’objectif a été 

d’évaluer le chenal en tant que filière de traitement des eaux usées face à un procédé 

conventionnel intensif et un système extensif, dit basé sur la nature. L’infrastructure n'a pas été 

incluse dans notre approche. A la fin de l’ACV, il a été conclu que le CHRA et le filtre planté 

de roseaux étaient bien moins impactants d’un point de vue environnemental que la filière boues 

activées. 

En perspective, on peut envisager de dimensionner un CHRA à plus grande échelle et de 

l’installer en extérieur ou sous serre en milieu rural avec une alimentation en continu d’eaux 

usées réelles. Ainsi, une meilleure compréhension de l’influence des facteurs 

environnementaux, saisonniers et opérationnels sur le consortium microalgues-bactéries et sur 

le système à grande échelle pourrait être acquise. 
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Annexe A :ACV 

A.1 Bilan matière du CHRA 

  

ENTREE  
Substances Eau Usée 

(g/(EH*j)) 

SORTIE 

TOTAL 

  

  Emissions 
air 

Rejets 
eau 

Boues 
  

N
-A

zo
te

 

7.5 N-NH4   2.5 0.0 N-NH4 

2.5 N-org   2.8 11.1 N-org 

0 N-NO2   2.1 0.0 N-NO2 

0 N-NO3   58.3 0.0 N-NO3 

  N-NH3 0     N-NH3 

  N-NO 0     N-NO 

  N-N2O 0.6     N-N2O 

  N-N2  22.6     N-N2  

10 N Tot. Entrée 23.2 65.7 11.1 100.0 
N Tot, 
Sortie 

P
-P

h
o

sp
. 

0.4 P-org   3.2 14.9 P-org 

1.6 P-PO4   61.4   P-PO4 

0 P-P2O5      20.5 P-P2O5  

2 P Tot. Entrée   64.6 35.4 100.0 
P Tot, 
Sortie 

C
-C

ar
b

o
n

e 

  C-CO2 67.3     C-CO2 

  C-CH4 0.4     C-CH4 

45 C-inerte   11.5 20.8 C-org 

0 C-DBO5   0 0 C-inerte 

45 C Tot. Entrée 67.7 11.5 20.8 100.0 
C Tot, 
Sortie 

ET
M

 

3.60E-05 Cd 0 15.0 85.0 Cd 

7.20E-05 Hg 50 15.0 42.5 Hg 

1.85E-03 Ni 0 85.2 15.0 Ni 

1.17E-03 Pb 0 15.0 85.0 Pb 

1.19E-04 Co 0 85.0 15.0 Co 

4.68E-04 As 0 85.0 15.0 As 

8.82E-04 Mo 0 50.0 50.0 Mo 

2.47E-02 Zn 0 15.0 85.2 Zn 

1.02E-02 Ba 0 50.0 50.0 Ba 

9.72E-03 Cu 0 15.0 85.0 Cu 

1.96E-03 Cr 0 15.0 85.1 Cr 

3.24E-04 V 0 84.9 15.0 V 

C
TO

 1.80E-04 Dichlorométhane 87.8 12.0 0.0 Dichlorométhane 

5.40E-06 Simazine    100.0 0.0 Simazine  

3.96E-05 2.4-dichlorophénol  0 48.0 52.0 2.4-dichlorophénol  

 



 

 

A.2 Données brutes des impacts environnementaux des 3 filières 
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Annexe A 

 

 

A.3 Histogrammes des impacts environnementaux relatifs à chaque filière 

 

Figure 115. Impacts environnementaux de la filière par boues activées (1) 

 

 

Figure 116. Impacts environnementaux de la filière par boues activées (2) 



 

 

 

 

Figure 117. Impacts environnementaux de la filière par filtre planté de roseaux (1) 

 

Figure 118. Impacts environnementaux de la filière par filtre planté de roseaux (2) 
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Figure 119. Impacts environnementaux de la filière par CHRA (1) 

 

Figure 120. Impacts environnementaux de la filière par CHRA (2) 
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Résumé 

En épuration, dans les consortiums microalgues-bactéries, les algues convertissent par 

photosynthèse le CO2 et les nutriments en biomasse et en O2. Les bactéries utilisent l'O2 libéré 

pour dégrader les composés organiques et oxyder l'azote ammoniacal tout en produisant les 

nitrates et le CO2 pour les microalgues. 

Dans le photobioréacteur séquentiel, l’ajout de CO2 n’a pas eu d’impact significatif sur les 

mécanismes d’épuration, mais la dynamique du pH et de l’O2 dissous a été influencée. Dans le 

chenal à haut rendement algal, d’autres modalités (vitesse d’agitation, variabilité des eaux 

usées, âge de boues) ont été testées. 

Le dynamique du consortium a été évaluée avec l’O2 dissous et la simulation des données via 

un modèle simplifié. Les populations de microorganismes et les mécanismes biologiques 

associés ont été identifiés. 

Enfin, une analyse du cycle de vie a été adoptée pour évaluer le chenal comme filière 

d’épuration. 

Mots clés : traitement des eaux usées, chenal à haut rendement algal, microalgues 

 

 

Résumé en anglais 

For wastewater treatment, in microalgae-bacteria consortia, algae convert CO2 and nutrients 

into biomass and O2 by photosynthesis. Bacteria use the released O2 to degrade organic 

compounds and oxidize ammoniacal nitrogen while producing nitrates and CO2 for microalgae. 

In the sequential photobioreactor, the addition of CO2 did not have a significant impact on the 

treatment mechanisms, but the dynamics of pH and dissolved O2 were influenced. In high rate 

algal pond, other conditions (mixing speed, wastewater variability, sludge age) were tested. 

 



 

 

 

The dynamics of the consortium were evaluated with dissolved O2 and simulation data via a 

simplified model. The populations of microorganisms and the associated biological 

mechanisms have been identified. 

Finally, a life cycle analysis was adopted to assess the channel as a wastewater treatment 

system. 

Keywords : wastewater treatment, high-rate algal pond, microalgae 

 

 


