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Avant-Propos

Ce mémoire est le fruit d’un travail de recherche dans le cadre d’une double
diplomation entre I’Université du Québec a Trois-Rivieres et I’Université (UQTR) de

Limoges en France.

Durant quatre mois en 2014 puis sept en 2015, mon sujet de recherche au sein de
I’équipe du professeur Simon Barnabé, soit la Chaire de recherche industrielle en
environnement et biotechnologie (CRIEB) de I'UQTR, a porté sur la culture de
microalgues. Notamment sur 1’élaboration d’une culture en deux étapes afin d’augmenter
la teneur et la productivité en lipides de ces microorganismes dans le cadre de deux projets

industriels.

En effet, les lipides issus des microalgues peuvent servir a la production de
biocarburants. Augmenter la teneur et la productivité en lipides au sein des cellules algales
est un moyen de réduire les colits de production de ces biocarburants et de rendre viable

cette alternative aux carburants fossiles.
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Résumeé

A P’heure actuelle, la culture de la biomasse algale et notamment des microalgues
prend un essor important. Les microalgues font parties des matiéres premiéres les plus
prometteuses pour ’élaboration de biocarburants de 3*™ génération & partir des lipides

qu’elles produisent.

Cette alternative aux ressources fossiles doit étre durable et viable écologiquement
mais aussi économiquement. En utilisant la culture algale pour valoriser les effluents des

industries (eaux usées et CO2), cela réduit les colits de production.

Il est nécessaire d’optimiser au maximum la culture algale afin de leur faire produire

le maximum de lipides, sans toutefois nuire au bon développement de la biomasse.

C’est ici que s’inseére ce projet. En effet, en étudiant différents paramétres de culture
(CO2, modes trophiques), nous souhaitons augmenter la production de lipides de deux
souches de chlorelle, la souche RTA et la souche VERTECH. Ces deux souches sont
utilisées dans le cas de deux projets industriels éponymes, les projets RTA et VERTECH.
Ces projets ont pour objectif de cultiver les microalgues dans des effluents afin de produire

du biodiesel ou des produits a forte valeur ajoutée.

Pour ce faire, nous avons tout d’abord déterminé les meilleures conditions afin de
favoriser la productivité en biomasse. Ensuite, nous avons mis en place un systeme de
culture en deux étapes : une premiére étape pour favoriser la croissance de la biomasse
algale, via la mixotrophie, afin d’avoir une bonne concentration en cellule ; et une seconde
étape consistant & stimuler la production de lipides, via la phototrophie, en induisant un

stress aux cellules algales.

11 s’est avéré que c¢’est en mixotrophie avec I’ajout de CO2 a 1% que la productivité
en biomasse est la meilleure. La culture en deux étapes a permis d’augmenter la teneur et
la productivité en lipides de la souche RTA, mais n’as eu aucun effet significatif sur la

souche VERTECH.
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Ces expériences ont démontré que les conditions de cultures en deux étapes sont
adaptées a la souche RTA et qu’un passage a plus grande échelle peut étre envisageable.
Elles ont également prouvé qu’il n’y a pas de reproductibilité lorsqu’on utilise des souches
de microalgues différentes, il est donc nécessaire de faire des études au cas par cas pour

chaque souche, lorsque I’on veut mettre en place un systéme de culture en deux étapes.

Mots Clés

Microalgues, culture en deux étapes, mixotrophie, phototrophie, biocarburants,
biomasse, lipides.
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Chapitre | - Introduction

1.1 La biomasse, une source d’énergie alternative aux ressources
fossiles

A I’heure actuelle les ressources fossiles que sont le pétrole, le charbon et le gaz
représentent la majorité de 1’énergie utilisée dans le monde. Elles sont principalement
utilisées dans des domaines comme le transport, I’industrie ou encore I’alimentation. En
termes de chiffres, les énergies fossiles représentent 81 % de 1’énergie mondiale dont 33
% pour le pétrole (Figure I.1)[1]. Remarquons que I’utilisation de la biomasse ainsi que
des énergies renouvelables (solaire, €éolien, géothermie...) ne représente que 11 % de

I’énergie globale.

2% 10% 19 M Pétrole
6‘; ’ ° 33% m Charbon
0
® Gaz
21% Nucléaire

B Hydraulique

W Biomasse et déchets

27%

M Autres énergies
renouvelables

Figure I-1 . Sources d'énergie mondiale

Les énergies fossiles sont aujourd’hui a la base de nombreuses préoccupations a
I’échelle mondiale. Tout d’abord, le probléme majeur lié a ces ressources et leurs
raréfactions. En effet Shafie et ses collaborateurs ont estimé en 2009 I’épuisement des
ressources non renouvelables dans 35, 37 et 107 ans respectivement pour le pétrole, le gaz
et le charbon [1]. Il faut noter que ces calculs ne prennent pas en compte |’utilisation
d’autres méthodes d’exploitation qui permettent d’exploiter des gisements auparavant
inaccessibles et qui posent de nombreux problémes éthiques et environnementaux. Le

fractionnement hydraulique pour I’exploitation du gaz de schiste ou encore I’utilisation



des sables bitumineux en sont des exemples. Les réserves de pétrole tendent a disparaitre
avec le temps alors que la demande en carburant est présente et ne cesse d’augmenter. En
effet, il y avait déja plus d’un milliard de voitures dans le monde en 2010 [2]. Ensuite,
I’exploitation des ressources fossiles présente des problémes environnementaux,
notamment avec la pollution qu’elle engendre. Elle est impliquée dans 1’accélération du

réchauffement climatique par la production de gaz a effet de serre.

Devant ces divers enjeux énergétiques, économiques et écologiques, de nouvelles
technologies renouvelables et non-génératrices de gaz a effet de serre sont étudiées. Les
biocarburants issus de la biomasse peuvent étre une alternative aux énergies fossiles et ils
sont classés en trois générations. La premiere génération utilise comme source de
biomasse les cultures qui sont traditionnellement destinées a I’alimentation, par exemple
le mais, la canne a sucre ou encore les céréales. Le substrat de départ pour la seconde
génération est la biomasse lignocellulosique comme les résidus forestiers ou agricoles. La

troisieme génération tente de s’affranchir du sol via I’utilisation de micro-organismes.

Nous nous intéressons ici a la 3®™ génération de biocarburants et plus
particuliérement aux microalgues, car la culture de ces derniéres est actuellement en plein
essor. Les 1% et 2™ générations d’agrocarburants utilisent des terres arables, engendrent
de la déforestation et augmentent la consommation d’eau et le prix des denrées
alimentaires. Ces biocarburants augmentent aussi la pollution du fait de I’utilisation de
pesticides et d’engins agricoles afin d’augmenter leur productivité. Ces différents
problémes ne s’appliquent pas a la 3™ génération de biocarburants. Plusieurs avantages
découlent de la 3™ génération comme une capacité de production de biomasse plus
importante et des fréquences de récoltes plus élevées. Les microalgues présentent une
bonne adaptation aux changements de milieu et contrairement aux plantes terrestres, elles
ont un taux de croissance beaucoup plus élevé. En effet, elles sont capables de doubler
leur croissance en 3,5 heures [3] [4]. De plus, leur production est continue sur toute I’année
car elles ne dépendent pas des saisons. Cela permet d’avoir une plus grande quantité

d’huile produite comparativement aux carburants de 1%¢ et 2°™ génération.

La culture intensive de ces microorganismes pour produire de I’énergie présente un

avenir prometteur afin de répondre aux différents problémes liés aux énergies fossiles.



En effet, I’huile présente dans les cellules algales peut étre transformée en biodiesel aprés
extraction [5]. De plus, la biomasse algale peut étre, aprés séchage, utilisée directement
comme combustible du fait d’un fort contenu lipidique chez certaines d’entre elles. Cette

teneur en lipide leurs confére un pouvoir calorifique intéressant [6].

Le frein majeur de cette génération de biocarburant est son colt. En effet, les
« algocarburants » ne sont pas encore assez compétitifs pour rivaliser avec les carburants
traditionnels. Cependant, le secteur fait I’objet de nombreuses études afin d’améliorer ce
point négatif. En 2006, Xu et ses collaborateurs estimaient la production de biodiesel algal
a plus de 0,509 le litre contre 0,359 le litre pour le diesel fossile [7]. Satyanarayama et son
équipe estiment en 2011 le cout de production de biodiesel algale a 2,808 le litre alors que
le diesel est 4 0,49% [8]. Il y a un an, en 2014, Jason C. Quinn et ses collaborateurs ont
donné une palette de prix pour le biodiesel algale. Ce dernier est de 1,64 § a plus de 30 §
par gallon soit de 0,43% a plus de 7,923 le litre [9]. Ces amplitudes de prix entre les
différents auteurs s’expliquent par la variation de productivité en huile des microalgues
ainsi que par la variation des méthodes utilisées lors de la production de carburant. La
production de biodiesel comporte différentes étapes comme la culture, la récolte,
I’extraction des huiles et leur conversion en biocarburant. La figure I-2 présente les

différentes étapes de production de biodiesel a partir de microalgues [3]
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Afin de diminuer le colt de production des algocarburants plusieurs solutions sont
étudiées comme I’implantation de cultures d’algues dans des parcs industriels déja
existants. Nous sommes ici dans le cadre de projets de bioraffinage ou les microalgues
vont permettre par exemple le recyclage des eaux usées. Pittman et son équipe montrent
que plusieurs especes de microalgues ont la capacité de se développer dans des milieux
contenant une faible concentration d’eau douce [6]. Elles peuvent se développer dans les
eaux saumatres, salées et également dans les eaux usées. Les eaux usées contiennent de
forte concentration d’azote et de phosphore et certaines, en fonction de leur provenance
contiennent des métaux lourds. Cela pose un probléme pour le traitement des eaux et ¢’est
a ce niveau que les algues interviennent. Effectivement, les microalgues peuvent se
développer dans des milieux riches en nutriments, elles vont pouvoir épurer un milieu
riche en substrat. Elles permettent de diminuer le colt du traitement des eaux et également
de réduire le phénoméne d’eutrophisation lié aux fortes concentrations en azote et
phosphore des eaux usées. Les microalgues peuvent donc avoir un réle important durant
la phase tertiaire (derniére étape) du traitement des eaux, en assimilant I’azote et le
phosphore présents en forte concentration dans cette étape. L’utilisation d’eaux usées
d’origine domestique, agricole ou industrielle permet donc de diminuer les colts de

production de biocarburants issus des microalgues.

D’autres effluents industriels peuvent étre utilisés afin de réduire les colts de
production des algocarburants, comme le dioxyde de carbone provenant d’effluents
gazeux. Le dioxyde de carbone, qui est le substrat de la photosynthése, est utilisé par les
algues comme source de carbone. Utiliser le dioxyde de carbone des usines permet de
réduire la quantité de gaz a effet de serre émis dans 1’atmosphére par les industries. Notons
également que certains rejets industriels comme des lixiviats de sites d’enfouissement de
déchets municipaux contenant des nutriments peuvent étre utilisés dans la culture des
microalgues. Un autre moyen de diminuer le colt de la culture algale est d’utiliser la
chaleur résiduelle provenant des usines pour maintenir le milieu de culture & une

température constante.

Les microalgues ont la capacité de pouvoir réagir a un changement de leur

environnement en modifiant leurs voies métaboliques. En effet, en fonction des conditions



du milieu (disponibilité en lumiére, source de carbone, ...), elles vont pouvoir utiliser
différents modes trophiques comme la phototrophie, 1’hétérotrophie ou encore la
mixotrophie. Ces propriétés sont intéressantes lors de 1’utilisation d’eaux usées puisque

leur composition est variable [6].

Il est important de constater qu’il y a d’autres voies de valorisation énergétique
possible avec les microalgues. En effet il est possible de produire du bioéthanol par
fermentation des sucres algaux. Les algues peuvent également produire de I’hydrogéne
pouvant étre utilisé par la suite dans des piles & combustible ou encore pour produire de
I’électricité. La production de méthane via le processus de méthanisation par la digestion
anaérobie est envisageable sur la biomasse résiduelle une fois I’extraction des lipides

réalisée [10][6].

Notons également que la culture d’algues a 1’échelle industrielle permet la
production d’autres métabolites a haute valeur ajoutée et aux domaines d’applications
variés. Par exemple la production de divers colorants a partir des pigments qu’elles
contiennent, la fabrication de compléments alimentaires et de nutraceutiques a partir des
protéines contenues dans la biomasse algale ainsi que ’extraction de polymeéres et la

fabrication de bioplastiques ou encore la création de cosmétiques.

1.2  Mise en contexte

Dans la perspective d’un transfert progressif de I’économie actuelle basée sur les
ressources fossiles vers une « bioéconomie » ou la biomasse sera beaucoup plus utilisée,
les algues auront un réle important. Les algues sont une source importante en biomasse et
peuvent produire des métabolites capables de remplacer des molécules d’origine
pétrochimique. La culture d’algue offre des opportunités de décentralisation des unités de
production de carburant permettant de sécuriser les approvisionnements puisqu’elles

peuvent s’insérer sur place dans les parcs industriels.

Dans ce mémoire nous aborderons des travaux s’intégrant dans deux projets
industriels de bioraffinage qui ont pour but d’utiliser les microalgues afin d’ajouter de la
valeur aux effluents produits par les industries tout en essayant de devenir autonome en
énergie. Ce sont les projets projet Rio Tinto Alcan (RTA) & Alma et VERTECH I a

Victoriaville.



1.2.1 Le Projet RTA

Devant les divers enjeux économiques, énergétiques et environnementaux actuels
un projet de recherche a démarré en 2011, en collaboration entre I’aluminerie Rio Tinto
Alcan (RTA), la compagnie Algal Labs, le Centre d’innovation sur les Produits
Cellulosiques (Innofibre) du Cégep de Trois-Riviéres et la Chaire de Recherche
Industrielle en Environnement et Biotechnologie (CRIEB) de I’Université du Québec a
Trois-Rivieres (UQTR). Le but de ce projet était d’évaluer la faisabilité de développer un
procédé de production de biocarburant a partir de microalgues cultivées en mixotrophie
dans les eaux usées d’une usine RTA a Alma, en bassin ouvert. Un schéma de ce projet

est illustré dans la figure I-3.
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Figure I-3: Schéma global du Projet RTA

En effet, I'usine RTA, comme de nombreuses industries, étudie la potentialité
d’utiliser la biomasse comme moyen de substitution aux énergies fossiles employées dans
I’usine. Cela est fait dans le but de réduire sa dépendance aux carburants fossiles et de
diminuer son empreinte environnementale, mais aussi pour baisser les colits énergétiques
et permettre le traitement d’une partie des eaux usées qu’elle génére et de recycler le

dioxyde de carbone produit par I’usine.



La productivité en biomasse et en lipides totaux visées dans le cadre du projet global
par 1, sont respectivement de 0,4g:L"- jour ' et 0,16g-L"- jour *'. Les équipes d’Alga-
Labs, de RTA et de la CRIEB ont estimé que ces objectifs permettraient d’aller de 1’avant

avec des essais de démonstration a plus grande échelle si elles étaient atteintes.

1.2.2 Le Projet VERTECH I

Le projet VERTECH est un projet d’écologie industrielle intégrant la production de
microalgues via la réutilisation et la récupération de flux résiduel de matiére et d’énergie
(eaux usées, chaleur résiduelle, ...) provenant des stations d’épuration et du parc industriel
P.-A.-Poirier de Victoriaville, ainsi que du site d’enfouissement technique de St-Rosaire
(lixiviat). Le but de ce projet est de produire des surfactants verts a partir d’acide gras a
chaine moyenne (C12:0 /C14:0) pour I’industrie Sani Marc, mais aussi du biodiesel afin
d’alimenter la flotte de véhicules des différentes entreprises du projet et ceux de la ville

de Victoriaville. Un schéma de ce projet est illustré dans la figure I-4
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Figure J-4: Schéma global du projet VERTECH



Chapitre Il - Problématique et objectifs

21 Problématique

Les expériences antérieures au projet réalisées au sein de la CRIEB ont montré
que les eaux usées, dans le cadre des projets RTA et VERTECH, peuvent supporter la
croissance algale. Les conditions de cultures doivent cependant étre étudiées afin de
définir celles qui permettront une production maximale de biomasse et de lipide. Les eaux
du projet RTA ne contiennent pas assez de nutriments pour le bon développement de celle-
ci. Les concentrations optimales en nutriments a ajouter aux milieux de culture ont été
déterminées dans des expériences antérieures a ce projet. Ces expériences ont également
démontré que la lumiére et le CO2 ont un effet sur le développement des microalgues
[11][12][13][14]. En effet, la lumiére et le CO; sont d’une grande importance puisque la

premiére fournie 1’énergie nécessaire a la fixation du second, lors de la photosynthése.

L’utilisation de plusieurs modes trophiques présente des avantages et inconvénients
car ces modes ne favorisent pas la méme chose. En effet selon les expériences précédentes,
il a été établit que 1I’hétérotrophie et la mixotrophie favorisent la production de biomasse,
et que la phototrophie favorise 1’accumulation de lipides [12][13][14]. Il est donc
nécessaire de trouver le bon équilibre entre les différents paramétres que sont la lumiére,
la concentration en dioxyde de carbone et les différents modes trophiques afin

d’augmenter la production de lipides de nos souches.

Finalement, la phase mixotrophique requiert un apport en carbone organique. Afin
de diminuer les cofits de production, des sources alternatives doivent étre envisagées en

remplacement du glucose.

211 But et objectifs

Le but de ce projet est d’évaluer si la culture en deux étapes favorise la productivité
en biomasse et en lipides de deux souches (RTA et VERTECH), soit des consortiums
algues-bactéries dominés par Chlorella sp, cultivés dans leur milieu respectif a base
d’eaux usées industrielles. Ces consortiums ont été isolés de ces mémes effluents, pour le

projet RTA et le projet VERTECH lors de travaux antérieurs.



La premicre étape consiste a favoriser une productivité maximale de biomasse via
une culture en mixotrophie. La seconde 4 permettre une accumulation maximale en lipide
via un passage en phototrophie. L’étude de la souche VERTECH comporte aussi
I’évaluation de sources de carbone alternatives étant donné leur disponibilité dans le cadre

de ce projet.

2.1.1.1 Objectifs spécifiques

Les objectifs spécifiques se subdivisent selon les projets étudiés.

2.1.1.2 Objectifs en lien avec le projet RTA
o Objectif 1

Définir la concentration en CO; optimale pour la productivité en biomasse et en
lipides d’une culture mixotrophique de la souche RTA, en fioles, dans le milieu de culture

A base d’eaux usées de ’usine de Rio Tinto Alcan 4 Alma.
o Objectif 2

Mesurer la productivité en biomasse et en lipides d’une culture de la souche RTA
en deux étapes, dans le méme milieu de culture. La premiére étape sera réalisée en

mixotrophie et la deuxieme en phototrophie.
o Objectif 3

Evaluer si une prolongation de chacune des étapes de la culture en deux étapes
augmente la productivité en lipides et en biomasse de la souche RTA, pour une culture

dans le méme milieu, en bioréacteur.
o Objectif 4

Caractériser le profil d’acide gras de la souche RTA selon les différentes conditions

de culture expérimentées.



2.1.1.3 Objectifs en lien avec le projet VERTECH I
o Objectif 5

Appliquer les conditions de la culture en deux étapes de I’objectif 4 du projet RTA
a la souche VERTECH, cultivée dans un mélange d’effluents industriels provenant du

parc industriel de la ville de Victoriaville.
o Objectif 6

Mesurer la productivité en biomasse et en lipides de la souche VERTECH dans son
milieu de culture contenant des résidus carbonés en remplacement du glucose, et ce, en

concentration définie selon leur disponibilité dans les usines liées au projet VERTECH.
o Objectif 7

Caractériser le profil d’acide gras de la souche VERTECH selon les différentes

conditions de culture expérimentées.
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Chapitre lll - Revue de littérature

3.1 Geénéralités sur les microalgues
3.1.11 Qu’est-ce qu'une microalgue ?

Les microalgues (figure III-1) sont des micro-organismes photosynthétiques
eucaryotes (ex : algues vertes, rouges et brunes) ou procaryotes (ex : cyanobactéries). Elles
peuvent étre unicellulaires ou multicellulaires. Elles ont la capacité de se développer
rapidement dans des milieux et elles peuvent croitre dans des conditions extrémes (espéces
halophiles dans les milieux trés salés, especes thermophiles dans les milieux trés chauds).
Les microalgues sont présentes dans quasiment tous les écosystémes terrestres, et il en
existe une grande variété d’especes (50 000 a 1 million d’espéces estimées pour 30 000

étudies)[3][15].
R

i {ve**
i

P\ A N 1

Figure I1I-1: Quelgues microalgues [15]
3.1.2 Meétabolisme algal

Les algues sont des organismes autotrophes ou phototrophes, c'est-a-dire qu’elles

utilisent la lumiére (via la photosynthése) et du carbone inorganique (CO;) afin de
produire de I’énergie sous forme d’ATP et du sucre pour assurer leur croissance.
Toutefois, les algues ont la capacité de changer de mode trophique en fonction des
variations des conditions de I’environnement ot elles se développent (Tableau II1-1). Elles
peuvent passer d’un métabolisme a 1’autre en fonction du milieu [16][17]. Nous pouvons
distinguer deux autres types trophiques en plus de celui autotrophe : I’hétérotrophie et la
mixotrophie. En ’absence de lumiére, les algues en mode hétérotrophe utilisent dans ce
cas une source de carbone organique dans le but de substituer la fixation de CO2 par la
respiration cellulaire. Elles vont donc consommer de 1’oxygéne. Enfin la mixotrophie ou
photohétérotrophie est un mixte entre la phototrophie et 1’hétérotrophie. Les microalgues

utilisent le carbone organique et inorganique du milieu en présence de lumiere pour
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subvenir a leurs besoins énergétiques. Elles vont donc utiliser concomitamment la

respiration cellulaire et la photosynthese. [6][17][18].

Autotrophe H>0, COg, et sels O3 et composés Photosynthése
minéraux organiques
Hétérotrophe Matiére organique H>O, CO; et composés Respiration
et O2 organique
Mixotrophe H20, CO», O3, 02, H20, COz et Photosynthése et
sels minéraux et  composés organiques Respiration

matiére organique
Tableau I1I-1: Les différents modes trophiques pouvant étre utilisés par les microalgues
Une classification plus détaillée (Tableau III-2) des modes trophiques autotrophes

et hétérotrophes est possible, elle prend en compte le type de carbone assimilé en plus de

la source d’énergie.

Organique Photohétérotrophe
Lumiére
Minérale — CO2 Photoautotrophe
Composé chimique Organique Chimiohétérotrophe
Organique ou
Inorganique Minérale — CO2 Chimioautotrophe

Tableau I[II-2 . Détails des modes trophiques en fonction de la nature des composés assimilés

3.1.3 Le choix des microalgues pour produire des biocarburants
La culture de microalgues semble étre un moyen prometteur afin de répondre aux

besoins énergétiques futurs du fait de leur teneur en lipides élevée et de leurs productivités
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en biomasse élevées. Les microalgues présentent un net avantage par rapport aux
biocarburants des générations antérieures en terme de rendement d’huile par surface. En
effet, comme 1’indique Chisti et ses collaborateurs (figure I11-2)[10], les microalgues
contenant 30% de lipides (en masse seche) ont besoin d’environ 350 fois moins d’espace
que le mais pour une production d’huile par hectare bien plus élevée (58 700 L.ha™l.an™!
contre 172 L.ha.an™"). Cet écart est encore plus important quand les lipides représentent
70% du poids des microalgues (136 900 L.ha'.an! contre 172 L.ha™'.an™!). En effet, dans
ce cas, la production d’huile par hectare est environ 800 fois plus élevée que le mais [10].
Yang et son équipe vont dans ce sens en expliquant que les cultures d’algues ont un

rendement en huile 300 fois plus important que les cultures terrestres [19].

Comparison of some sources of biodiesel
Crop Oil yield l.and area Percent of existing
{L/ha) needed (M ha)® US cropping arca”
Com 172 1540 846
Soybean 446 594 326
Canola 1190 223 122
Jatropha 1892 140 77
Coconut 2689 99 54
Oil palm 5950 45 24
Microalgae”  136.900 2 1.1
Microalgae © 58,700 4.5 25
* For meeting 50% of all transport fuel needs of the United States.
> 70% oil (by wt) in biomass.
© 30% oil (by wt) in blomass.

Figure I1I-2: Comparaison des sources de biodiesel [11]

Beaucoup de recherches ont été effectuées sur la productivité en biomasse et la
teneur en lipides des microalgues. En 2004, Richmond démontre que le taux de lipides
peut atteindre 70% et méme 85% du poids sec d’une cellule d’algue lorsque les conditions
de culture favorisant leurs productions sont réunies [18]. Mata et son équipe montrent
qu’une souche de Chlorella protothecoides peut atteindre une productivité en biomasse
de 2,00 4 7,70 g.L"! avec une teneur lipidique de 14,6 & 57,7% du poids sec de la cellule
algale pour une productivité en lipide de 1214 mg.L" jour'[3]. Christi en 2008 affirme
que le rendement net global en énergie provenant d’une culture d’algue en étang ouvert
(race pond) est de 1444 G.J.ha'.an™! contre 163,9 G.J.ha™.an™! pour du biocarburant issu

de canne a sucre [20].
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Les microalgues semblent donc plus avantageuses que les cultures terrestres en
termes de productivité en biomasse, de teneur en lipides et de productivité d’huile par

hectare.

3.1.4 Les lipides chez les algues

Les lipides présents dans les cellules algales peuvent étre classifiés en deux grandes
catégories, les lipides neutres et les lipides polaires. Les triglycérides (figure I11-3), aussi
appelés triacylglycérols (TAG) appartiennent a la premiére catégorie tandis que les
phospholipides et glycolipides, constituants principaux de la membrane plasmique, font

partie du second groupe.

Acide gras
saturé

o £|\.V-t""

_ H‘rTr
Glycoml Acide wa}*H
monoinsaturé

"Tete" “Jambe"
partie rtie
hydrophile hydrophobe
Glycérol 3 acides gras
Figure I1I-3 : Un triglycéride Figure I1I-4 : Un phospholipide [21]

Ce sont les triglycérides, qui sont des substances de réserve et s’accumulent dans
les vacuoles des cellules, que nous ciblons. En effet, selon Pruvost et ses collégues, les
TAG ont un meilleur potentiel pour étre transformés en biodiesel du fait de leurs plus forte
concentration en acide gras et de I’absence de groupement phosphate [21]. Dans le cas des
phospholipides (figure I1I-4) la présence d’un groupement phosphate donne un diesel de

moins bonne qualité, et il est plus difficile a purifier.

Les TAG sont transformés en biodiesel par une réaction de transestérification (figure

I1I-5) pour donner des esters d’alkyle d’acide gras. La réaction de transestérification ou
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encore appelée alcoolyse fait réagir un ester avec un alcool pour produire un ester différent

(figure I11-6) [22].

o)

0
ROH + P S R'OH + I

R"O R RO~ "R

Figure l1I-5 : Réaction générale de la transestérification

pe 0
CH~0-C-R, CH,~ OH R—-C-0-R,
| 9 | /
CH-O0-C-R, +3R~-OH ——— CH-0H + R-C-0-R,
| /p I : O
CHz_O—C _p\3 CH:’_OH RS—SI_O_Rg;
Tnglycende Alcohol Glycerol Esters

Figure I11-6 : Réaction de la wansestérification d'un triglycéride
En général, le groupement alkyle est un méthyle ou un éthyle car les réactifs les plus

courants lors d’un transestérification sont le méthanol ou 1’éthanol [7][8].

Pour qu’une huile algale puisse donner du biodiésel, elle doit respecter plusieurs
critéres : la longueur des chaines carbonées des acides gras, le nombre d’insaturations et
leurs positions sur la chaine. En fonction de ces différents parameétres les propriétés du
carburant produit comme la densité, le pouvoir calorifique, le point éclair ou encore la
viscosité, vont varier. Il faut donc bien connaitre les lipides produit par la souche d’algue
ciblée. De plus, le ratio des acides gras a une répercussion sur la qualité du biocarburant

formé d’ou I’importance du profil lipidique des souches d’algues choisies.[7][23][24].

Selon plusieurs auteurs, une huile algale contenant un taux important en acide gras
mono-insaturés a 16 et 18 carbones est une huile au profil adéquat [24][25]. En effet, il
permet un équilibre entre viscosité et stabilité oxydative. Aprés de nombreuses études sur
le taux de production en huile et le profil en lipide de plusieurs souches de microalgues il
a été démontré que certaines espéces de Chlorella sp possédent les attributs nécessaires

pour produire un biodiesel de qualité comparable au diesel d’origine fossile [7][23][26].
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3.1.5 Les techniques de culture de la biomasse algale

Il existe diverses méthodes de cultures pour produire de la biomasse algale en
quantité : les étangs ouverts, les photo-bioréacteurs et les fermenteurs. Dans les deux
premiers cas, des cultures phototrophes et mixotrophes peuvent étre réalisées tandis que,

dans le dernier, des cultures hétérotrophes sont réalisées.

= Etang ouvert ou open ponds (figure I11-7)

Le systeme d’étang artificiel ouvert le plus utilisé est I’étang « Raceway ». Il s’agit
d’une boucle ovale fermée ou I’on cultive les algues dans 0,2 2 0,5 m de profondeur d’eau.
Il y a la présence d’une roue a aube permettant un processus de culture continue et qui
empéche la sédimentation des algues en créant un flux constant. Les algues et les éléments
nutritifs sont introduits devant la roue. En plus de la présence du CO; atmosphérique, il y
a des aérateurs sous I’eau qui injecte du gaz afin d’avoir une bonne diffusion de ce dernier.
Pour la production d’algue a grande échelle, cette méthode est moins onéreuse que la
culture algale en photo-bioréacteur. Cependant, la production de biomasse est plus faible

avec cette méthode qu’avec un photo-bioréacteur ou un fermenteur [3][10][27].

= Photobioréacteurs (figure I11-8)

Les photobioréacteurs sont des systémes fermés. Ils permettent de remédier a
certains inconvénients des étangs ouverts comme la mauvaise diffusion de la lumiere et
du CO: ainsi que I’homogénéisation imparfaite du milieu. De plus ils diminuent
grandement le risque de pollution et de contamination de la culture dfi a I’exposition a
’air libre. Le systéme est composé de tubes ou de panneaux pouvant étre verticaux,

horizontaux inclinés ou encore en hélice (pour les tubes). Les tubes présentent un diametre
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de 0,1 m ou moins. Les panneaux sont constitués d’un sac en plastique a usage unique,
dont le volume est variable, situé entre des plaques en fer. Dans un photobioréacteur, les
conditions de cultures sont strictement contrdlées et la productivité en biomasse est
supérieure a un étang ouvert. Toutefois, comparé aux étangs ouverts, ce systéme reste plus
onéreux (cott du matériel). De nombreuses études sont réalisées sur ce systéme de culture
car il permet d’obtenir de meilleur rendement de croissance algale pour la production de

biodiesel [8][10][28][29].

Multiplication des micro-algues Radiation

\ solaire
pompage du Co2 et v

des éléments 4
nutritifs

reécolte des
algues

/

Traitement des
algues cultivées

Figure 111-8: Illustration d'un photo-bioréacteur [29]

= Les fermenteurs (figure I11-9)

Les bioréacteurs fermés ou fermenteurs sont utilisés pour la culture d’algue
hétérotrophe. A I’échelle industrielle, le volume de culture des réacteurs se situe entre 80
et 200 m3. Ce systéme de culture est avantageux par rapport aux systémes de cultures
autotrophes. Effectivement, avec ce fermenteur, les moyens de contrdle et de régulation
du milieu de culture sont trés développés. De plus, les caractéristiques et le
fonctionnement de ce systéme sont bien maitrisés aujourd’hui, ce qui permet de maintenir
le milieu dans les conditions optimales pour une croissance maximale des cellules algales.
En stérilisant le réacteur et le milieu de culture, le risque de contamination par d’autres

micro-organismes est limité [3][17] [30] [31].
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Figure I[11-9: Fermenteur [32]

Borowitzka et ses collaborateurs ont montré que via cette méthode, le rendement
de biomasse algale obtenue était bien supérieur comparé aux systémes d’étangs ouverts.
Effectivement ils rapportent que, pour des cultures hétérotrophes, le rendement de
biomasse algale est de 20 a 100 g.L-1 contre 0,5 a 1,0 g.L-1 pour des cultures
phototrophes [30].

Dans le cadre des projets RTA et VERTECH I, une culture a grande échelle en
mixotrophie en bassin ouvert est envisagée avec le bassin pilot Algafuel™ de 10 m?
(figure I1I-10). De forme circulaire, il dispose d’un systéme d’agitation congu pour une
homogénéisation optimale du milieu de culture. L’installation est moins dispendieuse
qu’un systeme de photobioréacteurs. De plus, selon Jorquera et son équipe (2010), le ratio

d’énergie net est meilleur dans le cadre de systéme de type étang ouvert [32].

Figure I1I-10 : pilot Algafuel’™
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3.2 Le choix du mode de culture en deux étapes :
Mixotrophie — Phototrophie

3.2.1 Une définition des modes trophiques pas toujours claire

Le choix du mode de culture a une grande influence sur la productivité en biomasse
et en lipides mais également sur le profil des lipides dans les cellules algales. Nous avons
vu précédemment que les microalgues peuvent employer différents modes trophiques
leurs permettant de s’adapter aux changements du milieu dans lequel elles évoluent.
Certaines études montrent que 1’hétérotrophie permettrait une meilleure accumulation en
lipides qu’une culture en phototrophie [33][34][26][17]. Comme nous I’avons abordé
antérieurement, la phototrophie nécessite de la lumiére et du dioxyde de carbone pour la
photosynthese alors que I’hétérotrophie (figure III-11) exige un apport en carbone
organique. En ce qui concerne la mixotrophie, elle nécessite un apport de carbone
organique, un apport de COz et la présence de lumiére. La figure III-11 présente les voies
métaboliques responsables de la synthése des TAG dans le cadre de la phototrophie (ou
autotrophie) et de I’hétérotrophie.

Autotrophic Heterotrophic
{Light+CO;) (Organic carbon)
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/ \ / (TAG)
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Figure IlI-11 : Voies métaboliques simplifiées de la synthése des TAG [25]
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Selon certains auteurs, on distingue deux types d’hétérotrophie, 1’hétérotrophie
stricte en absence totale de lumiére et 1I’hétérotrophie en présence de lumiere [35]. Une
certaine confusion autour de ce second type d’hétérotrophie et de la mixotrophie est
retrouvée dans la littérature. Pour divers auteurs, la photohétérotrophie ou hétérotrophie
en présence de lumiére consiste en de la mixotrophie, ils utilisent donc ces termes comme
synonymes [36][37]. D’autres auteurs différencient la mixotrophie de Ia
photohétérotrophie [38]. En fait, La mixotrophie se distinguerait de la photohétérotrophie
par son besoin en dioxyde de carbone [3]. Yang et son équipe prétendent que la lumiére
est la source principale d’énergie de la mixotrophie tout en nécessitant un apport en
carbone organique et en CO2 [19]. Ces auteurs définissent la photohétérotrophie comme
un mode trophique ol la lumiére est nécessaire pour assimiler le carbone organique et pas
comme source d’énergie. Dans le cas de la photohétérotrophie, la source d’énergie serait
donc chimique et il n’y aurait aucune fixation de COz car la source de carbone employée
serait uniquement organique. Selon Chojnacka et son équipe la lumiére pourrait, en
photohétérotrophie, servir d’activateur d’enzyme dans [’assimilation du carbone
organique [16]. Finalement, Zhang et ses collégues émettent I’hypothese que la lumiére
est la source d’énergie de la photohétéotrophie et que la source de carbone est strictement

organique. Il est évident qu’il y a un véritable imbroglio dans la définition de ces termes.

3.2.2 Des divergences sur le mode trophique a choisir

Il existe des divergences dans la littérature concernant les modes trophiques a
privilégier dans le cadre de production de biomasse et de lipides. Tout d’abord, si on
s’intéresse a la biomasse, certains auteurs prétendent que c’est en hétérotrophie que la
production est la plus importante, comparativement a la mixotrophie et la phototrophie
[39][40][41]. D’autres montrent I’inverse, c'est-a-dire que la mixotrophie entraine une
production en biomasse plus importante [17][26][42]. Ces contradictions se retrouvent
également au niveau de la productivité en lipides. En effet, certains chercheurs prétendent
que la productivité en lipide est meilleure en mixotrophie comparativement a
I’hétérotrophie [26]. Pendant que d’autres affirment que la phototrophie est la meilleure
voie pour produire des lipides comparativement a la mixotrophie ou I’hétérotrophie [43].
Cependant, pour Zheng et son équipe (2012), I’hétérotrophie et la phototrophie présentent

une production en lipides similaire dans leurs expérimentations [41].

20



D’autres divergences existent en fonction des auteurs, prenons ’exemple de la

figure I11-12 [40].
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Figure HI-12 : Graphique comparant la concentration en biomasse et le taux en lipides en
Jfonction du mode trophigue

Pour la concentration en biomasse, 1’auteur montre que celle-ci est équivalente
entre la mixotrophie et I’hétérotrophie et qu’elle est inférieure en phototrophie. Alors
qu’auparavant, il a était observé que que la mixotrophie présentait une productivité en
biomasse  supérieur ou  inférieur = comparativement a4  I’hétérotrophie

[17]1[26][39][40][41][42].

Pour le taux de lipides, il est montré clairement que la mixotrophie et la phototrophie
présentent un taux similaire et supérieur a I’hétérotrophie. Alors que préalablement, il a
était évoqué que la phototrophie donnait de meilleurs taux de lipide qu’en mixotrophie

[417[43].

Cette variabilité de résultats en fonction des auteurs peut s’expliquer par les
différentes espéces d’algues utilisées. En effet bien que le genre soit commun : chlorella
sp entre les différents articles, I’espéce utilisée est différente (Vulgaris, sorokinia ou en
encrore protothecoides). De plus, des variabilités au sein d’'une méme espéce ne sont pas
a exclure. En effet, en fonction de son environnement, la souche peut évoluer
différemment. [l est donc nécessaire de bien connaitre la souche de microalgue avec

laquelle on travaille.
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3.2.3 Le choix de la mixotrophie pour favoriser le développement de la
biomasse

Dans le cadre de notre stratégie de culture en deux étapes nous avons choisis la
mixotrophie en premiére étape afin de stimuler la croissance de la biomasse. Ce choix est
justifié par les expériences antérieures du projet RTA [13][12]. Malgré des divergences
dans la littérature sur la meilleure maniére de produire de la biomasse, de nombreux
auteurs vont dans le sens de la mixotrophie [26][17][42][44]. De plus, selon Vonshak et
son équipe, le taux de croissance est plus €levé en mixotrophie qu’en phototrophie [45].
Abreu et ses collaborateurs vont dans le méme sens en présentant un taux de croissance
spécifique de 0,43 j! en mixotrophie contre 0,13 j' en phototrophie, ainsi qu’une

concentration en biomasse en fin de culture de 3,58 g.L-1 contre 1,22 g.L"! [46].

Les expériences de Yeng et Chang (2013) démontrent également la meilleure
productivité de 1’hétérotrophie. Dans leurs expériences, ils ont effectué une culture en
deux étapes afin d’augmenter la concentration en biomasse en fin de culture. La premiére
étape est en phototrophie puis la seconde en mixotrophie. IIs ont ensuite comparé ces
résultats avec une culture maintenue uniquement en phototrophie. Leurs résultats sont
présentés dans le tableau III-3, nous pouvons constater que la mixotrophie a permis

d’augmenter la concentration en biomasse [43].

Phototrophie 4,5 8
Phototrophie +
7,4 4+4
Mixotrophie

Tableau H1-3 : Résultats de Yeng et Chang [43]
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3.24 Le choix de la phototrophie pour stimuler 'accumulation en lipides

Le but de notre culture en deux étapes est d’augmenter la croissance cellulaire puis
de stimuler la production de lipides. Afin de réaliser cette derniére étape nous avons opté
ici pour la phototrophie. Nonobstant les avis divergents de la littérature sur le meilleur
mode trophique pour favoriser I’accumulation des lipides, le passage d’une culture en
mixotrophie a une culture en phototrophie semble le plus propice pour la production de
lipide. En effet, si on s’intéresse aux expériences de Yeng et Chang que nous avons
abordées un peu plus haut, la phototrophie présente une meilleure proportion en lipides
(poids d’huile/poids d’algues seches). La figure III-13 montre que le passage en
mixotrophie tend a diminuer la teneur en lipide. Ces données vont donc dans le sens de
notre culture en deux étapes. Liang et ses collaborateurs vont dans le méme sens (celui de
la culture en deux étapes) en affirmant que leurs souches de microalgues présentent un
taux de lipide de 38 % en phototrophie soit quasiment le double que lorsque la culture est

réalisée en mixotrophie ou le taux de lipides s’éléve a 21 %.
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Figure HI-13 : Teneur en lipide en fonction des conditions
de culture [43]

De plus, le passage de la mixotrophie a la phototrophie permet I’induction d’un
stress par la carence en glucose, qui selon certains auteurs, favorise 1’accumulation en
lipides[41][47]. D’autre part, il a été prouvé qu’une insuffisance en nutriments et
notamment en azote favorise I’accumulation en lipides dans les cellules
[18][38][48][49][50][51]. En effet une carence en azote provoque des conditions de stress
stimulant la production de substances de réserve, les lipides. Cependant, un manque en

azote a un role négatif sur la production de la biomasse en limitant cette dernicre. Il faut
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donc trouver le juste milieu entre la production de biomasse et la concentration en lipides
cellulaires pour obtenir une productivité maximale en lipide. C’est ce que nous cherchons

a réaliser par le biais de notre culture en deux étapes.

Par ailleurs, Cheng et son équipe ont aussi développé une méthode de culture en
deux étapes [52]. La premiére étape favorisant la production de biomasse dans un milieu
optimis¢ dans ce but et la seconde favorisant la production de lipide suite a un transfert de
la biomasse algale dans un milieu optimal a cette fin. De plus, d’autres systémes de culture
en deux étapes ont déja été expérimentés. Zheng et ses collégues ont testé un systéme en
deux étapes de cultures qui permettraient de rendre la culture rentable avec en premier
lieu une culture hétérotrophique en fermenteur suivit d’une phase phototrophique en étang
ouvert [41]. Dans le cadre de nos projets, une culture en mixotrophie est préconisée plutot
que I’hétérotrophie en raison d’une disponibilité insuffisante de sources de carbone
alternatives mais aussi du cout de production en fermenteur. En effet, le besoin en substrat
carboné est beaucoup plus important en hétérotrophie comparativement a la mixotrophie.
De plus, I’installation d’étang ouvert est moins dispendieuse pour un passage a I’échelle

industrielle, bien que le bassin pilote est plus onéreux qu’un étang ouvert [32].

3.3 L’intensité lumineuse

Comme précédemment, il y a des contradictions sur I’effet de la lumiére dans la
littérature. Certains auteurs comme Martinez et son équipe soutiennent qu’une
augmentation de I’intensité lumineuse n’influe pas sur le développement de la biomasse
de leurs culture mixotrophe de Chlorella pyrenoidosa [53]. Alors que d’autres soulignent
une augmentation de la biomasse suite a un apport de lumiére plus important sur leurs

cultures mixotrophe de Chlorella.sp et C.prothecoides [40][54].

En effet, un apport plus important en lumiére va stimuler la photosynthése et donc
stimuler la croissance de la biomasse algale. Cheirsilp et son équipe remarque, que
I’application d’une intensité lumineuse situé entre 80 et 135 umol photon/m?/s augmente

la croissance de leurs souches de microalgues[54].

Cependant, il est important de ne pas soumettre les microalgues a une intensité
lumineuse trop élevée sous peine de créer le phénomene de photoinhibition et donc le

ralentissement de la photosynthése [55][56][57].
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3.4 Les sources de carbone organiques : glucose et alternatives

11 a été prouvé plusieurs fois que le glucose (C¢H1205) est une des sources de carbone
organique aisément assimilable par les algues [17][58]. Néanmoins le glucose présente un
colit assez élevé ne permettant pas d’atteindre une production rentable en biocarburants.
L’utilisation de sources alternatives de carbone organique bon marché est donc une
nécessité. Ces sources de carbone alternatives peuvent provenir des résidus d’industries
laitieres ( exemple : lactosérum de fromagerie), des eaux usées et boues d’industries
papetieres, des boues de stations d’épuration municipales ou d’abattoirs porcins,
d’hydrolysats de matiéres lignocellulosiques agricoles, des résidus brassicoles, des huiles
et graisses usées d’usines, etc. [3][46][47][59][60]. Ces sources peuvent donc étre de
diverses origines. Dans le projet VERTECH I, les nutriments alternatifs proviennent en
grande partie d’une industrie laitiére Parmalat (graisse, petit lait, perméat, résidu
d’ébouage), mais également du lixiviat d’un site d’enfouissement ainsi que d’eaux usées

provenant d’une usine de fabrication de produits d’assainissement.
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Chapitre IV - Matériels et méthodes

41 Souches
411 Projet RTA

La souche développée pour le projet RTA provient des eaux usées d’une aluminerie
RTA de la région du Saguenay-Lac-St-Jean et a été spécialement adaptée pour les fins du
projet. Elle a été isolée par Alga-Labs, un laboratoire spécialisé dans la culture d’algue
collaborant au projet. Il est justifié d’isoler la souche & méme les eaux usées utilisées
comme milieu de culture de base car elle est déja bien adaptée a ce milieu. Cette souche
est composée d’un consortium d’algues et de bactéries dominé par Chlorella sp qui est

une algue verte unicellulaire.

41.2 Projet VERTECH I

Dans le cadre du projet VERTECH 1, la souche de microalgues utilisée provient
du site de ’entreprise Parmalat. La souche a été isolée dans les effluents de cette industrie
puis adaptée graduellement aux milieux de cultures utilisés actuellement qui comportent
également les effluents des usines Canlac-Abbott, Sani Marc et les lixiviats du site
d’enfouissement de Gesterra. Comme dans le cas du projet RTA, la souche est composée

d’un consortium d’algues-bactéries constituée principalement de Chlorella sp.

42 Méthodes de culture
421 Projet RTA

Les méthodes de cultures utilisées se basent sur celle de la compagnie Alga-Labs.
Dans le cas des objectifs 1 et 2, les microalgues sont cultivées dans des erlenmeyers de
1L pour un volume de culture de 500 mL. Les erlenmeyers sont placés sur un agitateur
horizontal réglé a 150 rpm. Les cultures sont exposées lors de la phase effective a un

25" avec une photopériode de 12 heures de lumiére

éclairage de 130-140 pmol photon.m
par jour pour 12 heures d’obscurité. Les cultures sont maintenues a la température

ambiante soit 24°C.

La période de culture effective a été fixée a 2 jours %2 pour I’objectif 1 et a 4 jours
pour I’objectif 2. La premiére injection de carbone organique dans le milieu correspond
au début de la phase effective (jour 0). Une période d’adaptation de cinq jours précede la

phase effective afin de stabiliser la culture fraichement inoculée. Pour cette phase
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d’adaptation, I’intensité lumineuse est de 20 pmol photon.m?.s™!. Une seconde injection
de carbone organique est effectuée au jour 2 de culture. L’ajout de glucose est étalé dans
le temps afin d’éviter un risque de contamination trop important par I’ajout d’une forte

concentration en glucose en une seule fois.

Pour I’objectif 3, les microalgues ont été cultivées en photobioréacteur d’un volume
de travail de 2,5 L. Une agitation constante a été appliquée via un agitateur a hélice.
Comme pour les premiers objectifs, une phase d’adaptation a été réalisée avant ’ajout de
substrat carboné afin de stabiliser la culture nouvellement inoculée. Dans le cadre de cet
objectif la phase d’adaptation était de 4 jours avec une intensité lumineuse de 20 pmol
photon/m?/s. La phase effective durait 9 jours (récolte au début du 9™ jour) et I’intensité
lumineuse était fixée a 130-140 pumol photon.m?.s™. La photopériode est la méme que

précédemment, c’est a dire 12 heures de lumiére par jour pour 12 heures d’obscurité.

La phase effective débute par I’injection de substrat organique. Ce dernier étant du
glucose pour tous les objectifs. Les injections de glucose sont espacées dans le temps afin
de diminuer le développement de microorganisme par I’apport d’une trop grande quantité,
mais aussi pour éviter une diminution trop importante du pH du milieu de culture. Les

injections sont réalisées le 1% et le 3™ jour de la phase effective.

4.2.2 Projet VERTECH I

Dans le cadre du projet VERTECH I, la souche de chlorelle ne nécessite pas de
phase d’adaptation. Les expériences ont donc débuté directement par la phase effective et
I’ajout de glucose qui correspond au jour 0 des expérimentations. Comme pour le projet
RTA, les injections ont été réalisées le 1" et le 3™ jour de la phase effective. Les cultures
VERTECH ont également été soumisent & une photopériode de 12 heures de lumiére et
12 heures de noirceur. Les cultures ont été maintenues a la température ambiante soit

24°C.

Pour I’objectif 5, les mémes paramétres de culture que 1’objectif 4 du projet RTA
ont été utilisés. Les expérimentations ont donc était réalisées en photobioréacteur avec un
volume de travail de 2,5 litres et une intensité lumineuse de 130 - 140 photon.m™2.s™!. La

durée de la culture est de 9 jours (récolte au début du 9*™ jour).
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En ce qui concerne I’objectif 6, la culture s’est déroulée sur 5 jours (récolte au début
du 5°™ jour), les microalgues ont été cultivées dans des erlenmeyers de 1L pour un
volume de culture de 500 ml. Les erlenmeyers ont été placés sur un agitateur horizontal

réglé a 150 rpm, I’intensité lumineuse était de 130 - 140 photon.m™2.s™".

4.3 Le milieu de culture

431 Projet RTA

Le milieu de culture se compose majoritairement d’eaux usées industrielles de
I’'usine RTA situé a Alma (Tableau IV-1). Un sous-produit carboné (SCP) provenant du
traitement de la brasque issue du procédé d’électrolyse lors de la production d’aluminium
est utilis¢ comme facteur de contrdle de la contamination puisqu’il limite le
développement des microorganismes qui ne lui sont pas adaptés. Des nutriments sont
ajoutés au milieu de culture selon le milieu standard « Bold’s Basal » afin d’optimiser le
développement des microalgues [18]. En effet, il a été démontré dans de précédents essais
que ces eaux industrielles peuvent soutenir la croissance algale mais que des nutriments
sont nécessaires au milieu de culture afin d’optimiser la croissance des microalgues ainsi
que I’accumulation des lipides [11]. Le milieu de culture contient un volume d’inoculum
de 10% (v/v) que I’on soit en erlenmeyer ou en photobioréacteur. La composition du
milieu de culture, déterminée dans des expériences antérieures est détaillée dans le tableau

présenté en annexe (Annexe 1) [12][11][61].

Le SCP a été macéré pendant 24 heures dans I’eau RTA qui a ensuite été filtrée

comme le montre les images ci-dessous (figure IV-1 et I[V-2).

) l, |

Figure IV-2 : Filtration

de lI'eau RTA contenant

Figure IV-1: Macération du le SCP macéré
scp
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Les concentrations en azote et en phosphore, éléments limitants la croissance des
algues sont respectivement de 0,2g/L et 0,2g/L, ce qui procure une productivité maximale

en biomasse d’apres les expériences antérieures du projet [11].

4.3.2 Projet VERTECH

Le milieu de culture pour le projet VERTECH se compose également d’effluents
industriels. Ils proviennent des industries partenaires du projet situé a Victoriaville, soit
Parmalat (industries laitieres) Canlac-Abbott (industrie pharmaceutique), Sani Marc
(industrie de détergent) ainsi que du site d’enfouissement de Gesterra (lixiviat). Comme
dans le cas du projet RTA, des nutriments du « Bold’s Basal medium » (BBM) sont
ajoutés au milieu de culture, mais en moindre proportion du fait que les eaux issues des
industries de Victoriaville sont plus riches en nutriments. Le milieu de culture contient
25% d’inoculum (v/v) pour les deux objectifs. La composition du milieu de culture pour

I’objectif 5 est détaillée en annexe (Annexe 2).

4.4 Plan d’expériences
Les objectifs présentés précédemment vont se traduire en six expériences

différentes. Les expériences sont réalisées en triplicatas.
441 Expériences projet RTA
o Expériencel :

Cette expérience, s’insérant dans le cadre de I’objectif 1, vise & optimiser la
productivité en biomasse de notre souche en combinant les conditions optimales en
nutriments déterminées dans des expériences antérieures au projet RTA. Trois traitements

de cultures ont été appliqués, ils sont présentés dans le tableau IV-1 :

1 Mixotrophie -
2 Mixotrophie +
3 Phototrophie +

Tableau IV-1 : Traitements appliqués pour 'expérience | (+, présent /-, absent)
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Du CO; a 1% (v/v) a été utilisé. L’intensité lumineuse utilisée était de 130-140 pmol
photon.m™.s™!, valeur plus élevée que dans les expériences antérieures afin d’obtenir une

productivité en biomasse plus élevée.

La concentration finale en glucose ajouté dans les fioles mixotrophes a été de 2

g L ' [12]. Le dispositif utilisé est présenté figure IV-3.

Figure IV-3: Montage utilisé pour les expériences 1 et 2

o Expérience 2 :

Comme dans le cas de ’expérience 1, I’expérience 2 s’insére dans le cadre de
I’objectif 1 afin de déterminer la concentration optimale en CO; a utiliser. Les traitements

qui ont €té réalisés sont présentés dans le tableau IV-2 ci-dessous :

1 Mixotrophie -
2 Mixotrophie +
3 Phototrophie +

Tableau IV-2 : Traitements appliqués pour l'expérience 2 (+, présent /-, absent)
Du CO; a 2% (v/v) a été utilisé¢ afin de vérifier si une augmentation de la
concentration augmenterait la production de biomasse et de lipides. Les mémes intensités
lumineuses ainsi que les mémes concentrations en glucose que pour I’expérience 1, ont

été utilisées.
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o Expérience 3 :

Les conditions de culture de I’expérience 3 ont été fixées en fonction des résultats
obtenus dans les deux expériences précédentes (ajout de CO2 a 1% et de glucose [2g.L "],
intensité lumineuse de 130-140 umol photon.m™?.s!). L’expérience 3 consistait & mesurer
la productivité en biomasse et en lipides dans un cycle de culture en deux étapes, soit une
phase mixotrophique suivi d’une étape phototropique. Cette expérience a permis de
répondre a I’objectif 2. Les conditions du cycle mixotrophique, d’une durée de 48h, étaient

les mémes dans toutes les fioles. Le cycle autotrophique, également d’une durée de 48h,

comportait 3 traitements, qui sont présentés dans la figure suivante :

mixotrophie
€O, 1%

¥

Traitement 1

Méme milieu

de culture

Traitement 2
Récolte
+

Remise en
culture:

Eaux RTA AVEC
nutriments

Traitement 3
Récolte
+

Remise en
culture:

Eaux RTA SANS
nutriments

Etape 1

Etape 2

Figure IV-4: Présentation des conditions de la deuxiéme étape de culture

Dans le cadre du traitement 2, les microalgues ont été remise en suspension dans
avec une concentration de 0,1040 gL' d’azote et de 0,1596 g.L"! de phosphore. Ces
concentrations ont été choisies car elles correspondent, selon des expériences antérieures

au projet, a la quantité d’azote et de phosphores censée étre présente dans le milieu apres

48 heures de culture.



o Expérience 4 :

Cette expérience consistait a reprendre les meilleures conditions de la culture en
deux étapes et d’augmenter le volume et le temps de culture afin de constater ci-cela a un
effet sur le développement de la biomasse et sur la productivité en lipides. Afin de
répondre a 1’objectif 3. Pour cette expérience un photobioréacteur a été utilisé

(figure IV-5).

Dans le cadre des expériences en fioles, le CO: est injecté pendant 15 minutes par
heure sur un cycle de 12 heures. Apres les 15 minutes d’injection de CO2, de I’air ambiant
est injecté pendant 45 minutes au milieu de culture afin de ne pas diminuer le pH. Le
changement injection CO2/injection air ambiant est réalisé manuellement & I’aide d’une
pompe pour les expériences en fioles. Dans le cas du photobioréacteur, I’injection de gaz

est programmeée a |’aide de pompes automatisées.

Figure IV-5 : Photobioréacteur utilisé pour les expériences 4 et 5
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4.4.2 Expériences projet VERTECH I :

o ExpérienceS :

Cette expérience vise a appliquer la culture en deux étapes en photobioréacteur a
une souche de microalgue différente afin de tester la répétabilité du procédé. Afin de
répondre a I’objectif 5. Bien que le pourcentage d’inoculum de départ et le milieu de
culture soient différents (milieu VERTECH), I’intensité lumineuse, la durée de culture,

I’injection de CO» et la température sont les mémes que dans I’expérience 4.
o Expérience 6 :

Dans le cadre du projet VERTECH I, plusieurs sources de nutriments alternatifs
sont disponibles. Certaines de celle-ci ont été testées afin de savoir s’ils modifiaient la
productivité en biomasse et en lipide de la souche. Trois traitements ont été réalisés, ils

sont présentés dans le tableau IV-3 ci-dessous :

1 VERTECH - -
2 VERTECH + -
3 VERTECH - +

Tableau IV-3 : Traitements de l'expérience 6 (+, présent /-, absent)
Le milieu de culture VERTECH est le méme que I’expérience 5 (Annexe 2) mais
avec un volume de travail de 500 ml puisque dans ce cas les expérimentations ont été

réalisées en fioles:

Dans le cadre du traitement 3, le glucose est remplacé par des sources de carbone
alternatives, soit : du lactosérum salé (petit lait), du perméat de lactosérum, des résidus
d’ébouage et de graisse provenant de 1’usine Parmalat et du DLP (perméat délactosé)

provenant de I’industrie Canlac.

Pour comparer I’effet des sources alternatives a I’effet du glucose, la méme quantité
de carbone organique total a été ajoutée dans les traitements 2 et 3, tout en enlevant le
volume de I’effluent Parmalat correspondant au volume de résidus ou solution de glucose
ajouté. La concentration des résidus a été fixée d’apres les informations données par

’industriel sur leur disponibilité.
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Selon des analyses effectuées par un laboratoire extérieur, la quantité de carbone
organique total (COT) présents dans les sources alternatives était de 2.10" g. Une solution
de glucose en concentration de carbone organique total équivalente a celle du mélange de

résidus a été ajoutée dans le traitement 2.

Les différents milieux de cultures qui ont été utilisés lors des conditions 1,2 et 3 de
’expérience 6 sont récapitulés dans le tableau IV-4 ci-dessous. Les nutriments du BBM

sont présentés dans la section précédente (Tableau IV-5).

Pour rappel, il n’y a pas d’injection de CO; pour ces expérimentations, les cultures

sont uniquement soumissent au CO; atmosphérique pour cette expérience.

Glucose - 0,78 % -
Mélange nutriments
- - 0,78 %

alternatifs
Eau Parmalat 41 % 40,22 % 40,22 %
Eau Canlac 45 % 45% 45%
Mélange Sani Marc +

14 % 14 % 14 %

Lixiviat

Tableau IV-4 . Proportions des différents effluents utilisés.

4.4 Parameéetres mesurés quotidiennement
441 Concentration en biomasse algale
4.4.1.1 Biomasse

La méthode utilisée pour déterminer le taux de productivité des microalgues a été
adapté de la méthode décrite par Zhu et Lee [62] et réutilisée par de nombreux
auteurs[18][63][64]. Un échantillon de 10 mL de la suspension algale de chacune des
fioles a été filtré sur Buchner & I’aide d’un filtre Whatman™ (filtre glass microfiber 934-
AH, porosité de 1,5um). Les filtre (figure IV-6) ont été préalablement séchés a I’étuve a
105°C pendant 20 minutes afin de s’assurer qu’il n’y ait aucune trace d’humidité pouvant
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fausser sa masse, puis pesé apres un passage de 15 minutes au dessiccateur. Une fois la
filtration de la solution de microalgues effectuée le filtre est récupéré puis séché a I’étuve
a 50°C pendant 24 heures. Ensuite, le filtre est de nouveau mis au dessiccateur pendant

15 minutes pour éliminer les traces d’humidité résiduelle puis pesé.
Pour calculer la productivité, I’équation décrite par Chiu et ses collégues (2011) a
été utilisée [65]:

WFI-Wi
Productivité (g/L/j) = Tt—

Ou Wf et Wi représentent la biomasse finale et initiale respectivement et At

représente le temps de culture en jours.

Le filtrat obtenue est conservé au congélateur & -20°C pour des analyses ultérieures

en chromatographie ionique.

Figure IV-6: Filtres contenant la biomasse seche

4.4.1.2 Densité cellulaire

Pendant la durée de chacune des expérimentations, la densité cellulaire a été
mesurée via un compte au microscope optique a contraste de phase (x400) (modele Axio
Scope Al, fabricant Zeiss). Un hématimeétre avec cellules de Neubauer a été utilisé selon
la méthode décrite par Guillard et Sieracki [66]. Cette méthode permet de suivre la

croissance de la souche de microalgues en suivant la prolifération des cellules et leurs
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divisions mais aussi celui des contaminants possibles du milieu de culture (bactéries,

protozoaires mobiles, rotiféres, ...).
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Figure IV-7: Apercue de la souche RTA
au microscope optique x400

44.2 Mesure dupH

Le pH de chacune des fioles (ou du photobioréacteur) a été relevé quotidiennement
a l’aide d’un pH meétre (pH métre Symphony, modele SB70P, fabricant VWR). Le suivi du
pH permet de détecter une anomalie dans le milieu de culture. En effet, les consortiums utilisés
dans les deux cas maintiennent le pH entre 7 et 9. Si une anomalie comme par exemple une

contamination a lieu une variation de pH peut probablement apparaitre.

4.5 Récolte des algues, extraction et transestérification des lipides
4.51 Récolte

Une fois les cultures effectuées, la biomasse algale a été récoltée. Le but de cette
étape est de récupérer le maximum de biomasse afin de réaliser par la suite une extraction
des lipides pour les quantifier et les analyser. La récolte est basée sur la méthode de Shen
et collaborateur [67]. Elle a été effectuée pour toutes les expériences par centrifugation (5
min, 5000 g). Au total, quatre centrifugations sont réalisées. La premiére centrifugation
permet de séparer la biomasse (culot) de son milieu de culture (surnageant). Les trois
autres centrifugations permettent de nettoyer (éliminer au maximum les traces du milieu
de culture) la biomasse par I’ajout d’eau déminéralisée. Aprés 1’étape de centrifugation,
la biomasse algale humide a été récupérée puis soumise a é€vaporation grice a un
¢vaporateur centrifuge (figure IV-8). Cette étape permet d’obtenir une biomasse algale

séche en évaporant le surplus d’eau présent dans le culot en 48 heures[67].
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Figure IV-8: Speed Vac systéme
(évaporateur centrifuge)

4.5.2 Extraction des lipides

Le but de cette étape est d’aller chercher les lipides et notamment les acides gras
présents dans les cellules algales. L’extraction est réalisée en deux étapes selon le
protocole utilisé par Zhu et son équipe [68], s’inspirant des expérimentations de Bligh et

ses collaborateurs. [69].

La premicre consistait & mettre en contact le solvant d’extraction, composé de
chloroforme et de méthanol (2/1, v/v), avec la biomasse algale séche et préalablement
broyée en fine poudre. Le mélange était ensuite placé au bain marie a 65°C pendant 24

heures.

La seconde étape correspond a I’étape de filtration. Aprés les 24 heures de bain
marie, le mélange a été filtré afin d’éliminer les résidus solides. Le filtrat obtenu a ensuite
été placé sous la hotte afin d’évaporer le solvant d’extraction. Les lipides obtenus ont

ensuite été placés au congélateur avant d’étre transestérifiés.

4.5.3 Transestérification

Comme abordé dans la revue de littérature, la réaction de transestérifiaction est une
technique classique pour la production de biodiesel. Cette réaction a été réalisée selon la
méthode de Li et son équipe [70]. Une fois le solvant d’extraction évaporée, les lipides
algaux ont été mis en contact avec 1’agent de transestérification le boron trifluoride-
methanol ou BF3-Méthanol. Le mélange a ensuite été placé au bain marie pendant 20 min
a 65°C. Une fois les tubes refroidis, une solution de NaCl saturée ainsi que de I’hexane
ont été ajoutés aux lipides transestérifiés. Cela permet de récupérer les esters méthylés
d’acides gras dans la phase organique (hexane). Une étape de centrifugation a été effectuée

afin de séparer les phases aqueuses (BF3-méthanol + NaCl) et organique (hexane). La
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phase organique contenant I’huile algale a été récupérée puis analysée au GC-MS afin de

connaitre la composition et la quantité des acides gras.

46 Méthodes d’analyses

4.6.1 Chromatographie gazeuse couplé a un spectrométre de masse
(GC-MS)

Les esters méthylés d’acides gras extraits de la biomasse sont quantifiés par cette
méthode. L appareil de chromatographie gazeuse couplé au spectrométre de masse qui a
¢été employé est le modele 7820A GC Sytéme 5977E MSD du fournisseur Agilent
Technologies (figure IV-9). La colonne qui a été utilisée en CG est une colonne apolaire
de type DB-WAX, le gaz vecteur est de I’Helium 5.0. L’injection était de 1 microL en
mode splitless. Lors de I’enregistrement des spectres de masse, la température d’injection
était de 90°C, I’énergie d’ionisation de 70 eV, la fréquence de lecture était de 2,5 s, la
gamme de m/z de 50-650. La température initiale d’analyse était de 100°C. Elle a été
augmentée de 10°C.min"! pendant 2 minutes puis de 5°C.min"! jusqu’a atteindre 250°C.
La durée de chaque analyse était de 48 minutes. L’identification et la quantification des
esters de méthyle d’acides gras a été effectuée selon les normes de spectre de masse

Supelco® 37 Composant FAME Mix (Bellafonte, USA).

4.6.2 Chromatographie ionique

Cette technique a permis de suivre la concentration des nutriments dans le milieu de
culture pour chaque jour de culture. Afin de déterminer la consommation des nutriments
par les algues. Le systeme de chromatographie ionique qui a été utilisé est munis d’une
colonne de garde de type Ion-PAC AGI11-HC et d’une colonne Ion-PAC-AS11-HC.
L’élution des composés fiit réalisée en mode isocratique et la phase mobile etait composée
d’une solution de potasse (KOH) a 30 mM. Le volume injecté était de 10 microL, la
température de la colonne et du compartiment du détecteur était a 30°C. La durée de

’analyse était de 9 min par échantillons. Le détecteur utilisé est de type conductimeétrique.

4.6.3 Analyse du glucose, du COT et de 'azote total
La concentration en glucose au cours du temps des milieux de culture a été
déterminée a 1’aide d’un analyseur de sucre, I’YSI (modéle 7100 MBS). En ce qui

concerne I’analyse de la concentration en carbone organique total (COT) et en azote
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Kjeldahl total (N) pour les effluents et sources alternatives de carbone (expérience 5), ces
derniéres ont été réalisées par un laboratoire extérieur, le Centre National en Electrochimie

et Technologies Environnementales (CNETE) de Shawinigan.

4.6.4 Analyses statistiques
Des tests statistiques ont été effectués, a I’aide du logiciel JIMP, afin de vérifier la

significativité des résultats obtenus via des analyses de variances (ANOVA, a 0,05).
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Chapitre V - Résultats et discussion
51 Projet RTA
5.1.1 Objectif 1
Dans le cadre de cet objectif, ’effet de I’ajout de dioxyde de carbone sur le
développement de la biomasse algale a été testé, et cela sur deux jours et demi de culture.
Les différentes conditions de cultures qui ont été appliquées sont : le témoin, soit la
mixotrophie (M) sans ajout de dioxyde de carbone, la mixotrophie avec ajout de CO, a 1

et 2 % (M1 et M2) et la phototrophie avec ajout de CO2a 1 et 2 % (P1 et P2)

5.1.1.1 Productivité en biomasse

Le graphique ci-dessous présente les résultats obtenus en termes de productivité en
biomasse au cours des expériences réalisées dans le cadre de ’objectif 1 (figure V- 1).
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Productivité en biomasse en g.L..j*?

0,05 ——

0,01

M M1 M2 P1 P2

Conditions de culture

Figure V-1 : Evolution de la productivité en biomasse en fonction des conditions opératoires
Comme attendu, on constate dans les deux cas, 1’ajout de CO2 (1 et 2 %) augmente
la productivité en biomasse dans le cadre de la mixotrophie (M1 et M2). De plus, la
phototrophie avec ajout de COz a 1 % (P1) semble également avoir un effet favorable sur

la productivité en biomasse comparativement a la simple mixotrophie (M). Cependant,
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aucune différence significative (p>0,05) n’est observée entre la mixotrophie (M) , la
mixotrophie avec ajout de CO2 a 2 % (M2) et la phototrophie avec ajout de CO2 a1 %
(P1), du fait des écarts types importants. La productivité en biomasse est la plus faible
dans le cas de la phototrophie avec ajout de CO2 a 2 % (P2). La meilleure productivité est
atteinte en mixotrophie avec ajout de COz a 1% (M1). Cependant, les écart-types
importants sur la figure V-1 ne permettent de conclure significativement sur la meilleure
productivité. En effet, il n’y a aucune différence significative (p>0,05) entre la

mixotrophie avec ajout de CO2 a 1 et 2 %.

Lors de I’analyse de la biomasse, la présence de contaminants peut causer un biais
dans la pesée de cette derniere et donc sur les résultats de la productivité en biomasse.
L’analyse de la densité cellulaire dans le paragraphe suivant, est un moyen de diminuer

I’impact de ces contaminants.

5.1.1.2 Densité cellulaire

Des comptes cellulaires ont été réalisés en plus de la biomasse car ils permettent de
suivre la division des cellules algales et aussi d’éliminer le facteur contamination qui est
présent lors de la mesure de la biomasse séche (protozoaires, rotiféres, ...). Les résultats
de densité cellulaire effectués dans le cadre de I’objectif 1 sont récapitulés sur le graphique

ci-dessous figure V-2.
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Figure V-2 : Evolution de la densité cellulaire au cours du temps et en fonction des conditions
de culture
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Ces résultats suivent ceux de la productivité¢ en biomasse. Or, dans le paragraphe
précédent, aucune différence significative n’était détectée entre les conditions. Ce qui
n’est pas le cas pour la densité cellulaire, ou des différences significatives sont observées
entre les conditions. En effet, la présence probable de contaminants dans les réplicas des

différentes conditions ont biaisé les résultats de productivité en biomasse.

On constate une augmentation de la biomasse dans tous les cas au bout du 2°™ jour
de culture. L’ajout de dioxyde de carbone favorise la densité cellulaire et donc la
production de cellules. En effet, les conditions ou il y a ajout de dioxyde de carbone (M1,
M2, P1 et P2) présentent une meilleure densité cellulaire par rapport a la condition sans
ajout (M). Cela est cohérent puisque l’apport en dioxyde de carbone stimule la
photosynthése et donc la croissance cellulaire. Ces résultats sont en accord avec certains
auteurs et les expériences antérieures au projet, ou un apport en CO; favorise la division
cellulaire [14][71]. Cependant, du fait des écart-type qui se recoupent pour les conditions
M et P2, cette différence est significative uniquement lorsque I’on compare les conditions
M1, M2 et P1 4 la condition témoin (M) (p<0,05). En effet, aucune différence significative
n’est observée entre les conditions P2 et M (p>0,05) ce qui pourrait s’expliquer par un

temps de croissance trop cours pour observer une différence entre ces deux conditions.

Si on s’intéresse maintenant aux conditions les plus favorables a la densité
cellulaires, on remarque, que les conditions M2 (mixotrophie avec CO2 2 %) et Pl
(phototrophie avec du CO» 1 %) présentent des densités similaire (p>0,05). Tandis que, la
condition M1 (mixotrophie avec CO> 1 %), présente clairement, la meilleure densité
cellulaire par rapport aux autres conditions (p<0,05). Alors que, lors de I’analyse de la
productivité en biomasse, aucune conclusion n’a pu étre tirée sur la meilleure condition
de culture entre la mixotrophie avec ajout de COz a 1 % et 2%. Cela peut s expliquer par
la présence de contaminant lors de la mesure de la productivité en biomasse. La densité

cellulaire a donc permis de faire abstraction de ce facteur de contamination.

L’hypothése qu’une augmentation en dioxyde stimulerait la photosynthése via une
augmentation de I’activité de 1I’enzyme responsable de la fixation du CO., la rubisco et
donc la productivité en biomasse, n’est pas validée ici. En effet, I’augmentation de la

concentration en dioxyde de carbone (passage de 1 & 2 %) ne semble avoir aucun effet sur
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la productivit¢ en biomasse. Une concentration trop importante en CO; inhibe
possiblement la rubisco, et par ce fait la photosynthése et le développement en biomasse.
Une autre explication serait que la lumiére n’était pas assez intense pour maximiser la
fixation du COz plus concentré. Ces résultats semblent étre en accord avec les expériences
antérieures au projet ou la biomasse cultivée en mixotrophie avec une intensité lumineuse
moins €élevée (20 umol photon/m?/s) atteint une productivité plus élevée avec du CO; a
1 % [14]. Les travaux de Rahaman et son équipe présentent le méme fait. Le taux de
croissance maximal de leur souche de Chlorella vulgaris est obtenu & I’aide d’une

concentration en COz de 1 % [71].

Suite aux résultats obtenus en termes de densité cellulaire et de productivité en
biomasse, ¢’est la mixotrophie avec ajout de CO; a 1% qui semble la meilleure condition

pour favoriser le développement de la biomasse algale.

5.1.1.3 Evolution de la concentration en nutriments
La teneur en nutriments de 1’environnement de culture, et plus particuliérement celle

en nitrates et en phosphates, a été suivie au cours du temps (figure V-3).
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Figure V-3 : Evolution de la concentration en nutriment au cours du temps
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Les concentrations sont similaires en fonction des différentes conditions de
cultures. En effet, dans tous les cas une diminution de la concentration en nitrates est
constatée. La concentration en phosphates semble rester stable voir 1égérement diminuer.
Ces résultats semblent logiques puisque, aprés le carbone, 1’azote est 1’élément le plus
rapidement assimilé par les microalgues, il est donc consommé plus rapidement que les
autres nutriments [18]. La baisse peu importante de la teneur en nutriment s’explique
également par le fait que la durée de culture n’est que de deux jours et demi. Une légere
augmentation de la concentration en nitrates et phosphates est constatée dans certains cas,
ce qui n’est pas commun. En effet, les nutriments sont censés étre consommés par les
algues qui se développent. Ces résultats non cohérents résultent possiblement de

problémes lors de ’analyse des nutriments, ou alors d’une erreur de manipulation.

En négligeant les résultats incohérents, 1’évolution de la concentration en nutriment
est liée a celles de la densité cellulaire et de la productivité en biomasse. En effet, la
concentration en nutriments diminue alors que la biomasse croit. Mata et son équipe
démontrent le méme phénoméne en présentant en paralléle la courbe de croissance des

algues et celle de la concentration en nutriment du milieu de culture [3].

5.1.1.4 Evolution de la concentration en glucose

La concentration en glucose a été suivie afin de s’assurer que ce dernier est bien

assimilé par les microalgues et que I’on se trouve bien en mixotrophie (figure V-4).
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Figure V-4 : Evolution de la concentration en glucose au cours du temps
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Cette partie s’applique exclusivement aux traitements en mixotrophie puisqu’en
phototrophie il n’y a pas d’injection de carbone organique. A titre de rappel, I'injection de

glucose est effectuée au jour 0 aprés les prélévements effectués.

Au jour 0, la concentration en glucose est nulle dans tous les cas, ce qui est normal
puisque ’injection de ce dernier est effectuée une fois les prélévements pour les
différentes analyses effectuées. La concentration réelle au JO dans le milieu est de 2 g/L

une fois I’injection effectuée.

Tout le glucose injecté au JO est consommé au J1 a I’exception du traitement sans
injection de CO2 (M). Cependant, pour ce dernier cas, 1’écart type est trés élevé du fait
qu’un des réplicas n’a pas fonctionné comme les autres. L assimilation du glucose a été
plus lente pour un réplica sans ajout de CO». Cela peut s’expliquer par la présence de
contaminants (rotiféres, protozoaires) dans ce dernier, ce qui a limité le développement

des microalgues et par conséquent la consommation de glucose.

Malgré le fait qu’un réplica d’une des conditions n’a pas fonctionné comme les
autres, on peut conclure que le glucose est assimilé en 24h par les microalgues. En effet,

tout le glucose ajouté au milieu de culture entre le jour O et le jour 1 est consommé.

5.1.1.5 Teneur et productivité en lipides

Une analyse de la teneur et de la productivité en lipides a été effectuée, afin de voir
I’effet des différentes conditions de culture sur ces dernieres. Les inocula de départ
contenaient en moyenne 13% de lipides (poids/poids). Les résultats présentés figures V-5
montrent que I’utilisation de CO2 4 1 % (M1 et P1) augmente la teneur en lipides alors
que le CO2 42 % (M2 et P2) la diminue. Cependant, ces données ne permettent pas de
conclure sur ’effet des différentes conditions testées sur la teneur en lipides et sur la
productivité en lipides de notre souche de microalgue. En effet, les écarts types sont bien
trop importants pour conclure d’une fagon significative. Aucune différence significative
n’existe entre ces différents traitements en terme de productivité en lipides (p>0,05) et en

teneur en lipides (p>0,05).
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Figure V-5 : Teneur et productivité en lipides en fonction des conditions expérimentales

Cela peut probablement s’expliquer par un temps de culture trop court pour que la

biomasse puisse produire et accumuler suffisamment de lipides. Aussi, cela peu

s’expliquer par le fait qu’il y a possiblement un biais dans les données dii & la quantité trés

faible de biomasse utilisée pour les extractions. En effet, comme en témoignent les grands

écarts types, il y a une trés grande variabilité entre les réplicas.

Les expériences réalisées dans le cadre de I’objectif I, ont permis de définir quelles

sont les meilleures conditions de culture afin de favoriser la productivité en biomasse et

en lipides de notre souche. La mixotrophie avec ajout de CO2 a 1%, a donc été
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sélectionnée pour la réalisation de la premiere phase de culture en deux étapes pour les

objectifs 2 et 3.

5.1.2 Objectif 2

L’objectif 2 était de déterminer si un systéme de culture en deux étapes pouvait
augmenter la productivité en lipides. La période effective de la culture a donc été divisée
en deux étapes de 48 heures chacune. En premier lieu, suite aux résultats des deux
premieres expériences, la mixotrophie avec ajout de COz a 1 % (M1) a été choisie afin de
produire le maximum de biomasse. Ensuite, la phototrophie, bien qu’elle n’ait pas
démontré une plus grande accumulation en lipide dans I’objectif précédent, a été simulée
pour induire une accumulation de lipides dans les cellules algales. En effet, le passage de
la mixotrophie a la phototrophie permet 1’induction d’un stress, par la carence en glucose,
et ainsi I’accumulation en lipides [41][47]. Trois traitements ont été réalisés : le premier
est le témoin, dans lequel les microalgues sont laissées dans le méme milieu (MM) ; dans
le second, les algues sont récoltées puis remises en culture dans un milieu avec des
nutriments (AN) ; enfin dans le troisiéme, les algues sont récoltées puis remises en
cultures dans un milieu sans nutriment (SN). Le premier traitement sans récolte a servi de
témoin, le second a été utilisé pour initier un stress via le passage en phototrophie et la
récolte afin d’étre str de ne plus avoir de glucose dans le milieu. Enfin le dernier a été
testé pour engendrer un stress plus important que le second traitement, via la phototrophie

et une carence totale en nutriment.
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5.1.2.1 Productivité en biomasse et densité cellulaire

La figure V-6 ci-dessous présente la productivité en biomasse en fonction des
conditions de la seconde étape de culture. La productivité en biomasse a la fin de la
premiére étape de culture est plus importante que celle obtenue a I’issue de chacun des
traitements de la deuxiéme étape. Cela est cohérent puisque la premiére étape sert a
produire un maximum de biomasse. Dans le cas de la deuxiéme étape de cultures, il y a
une différence entre les trois traitements (p<0,05). La condition o la culture se poursuit
dans le méme milieu (MM) présente une meilleure productivité en biomasse que les deux
conditions (AN : avec nutriments, SN : sans nutriments) ol une récolte est effectuée. De

plus, aucune différence n’apparait entre les conditions AN et SN (p>0,05).
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Condition de culture
Figure V-6 : Productivité en biomasse selon les conditions de la seconde étape de culture

Il y a donc une perte de biomasse lorsqu’il y a une phase de récolte (AN et SN). Ces
résultats sont cohérents puisque le changement de milieu induit un stress aux cellules qui
doivent se réadapter a ce dernier avant de pouvoir croitre et proliférer de maniére optimale.

Ces résultats sont confirmés par les comptes cellulaires.
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En effet, les résultats obtenus via la densité cellulaire (figure V-7) vont dans le méme
sens que ceux de la productivité en biomasse. Les microalgues semblent atteindre leur
maximum de croissance au deuxiéme jour de culture pour les trois conditions ce qui est

en accord avec la productivité en biomasse de la fin de la premiére étape de culture.
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Figure V-7 . Densité cellulaire en fonction des conditions de la seconde étape de culture

Comme précédemment, en fin de culture, c’est pour la condition MM, que la
population algale parait la plus élevée. En effet, pour cette condition, un plateau est atteint
apres le deuxieme jour de culture et la densité cellulaire semble stable, la phase de
croissance stationnaire est atteinte [3]. Cependant, les écarts types important ne nous
permettent pas de conclure de maniére significative sur une différence entre les traitements

(p>0,05).

Pour les traitements AN et SN (avec I’étape de récolte), la densité cellulaire diminue.
Cela s’explique par le stress induit aux cellules algales lors de la récolte (centrifugation)
et de la remise en suspension de ces derniéres dans un nouveau milieu de culture. Bien
que la densité cellulaire diminue pour ces deux traitements, le stress créé a pour but de

favoriser la productivité en lipides.
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5.1.2.2 Evolution de la concentration en nutriments

Comme dans le cadre de I’objectif 1, lors des deux premiers jours de cultures (phase
de mixotrophie), la concentration en phosphates semble rester stable alors que celle en
nitrates diminue (Figure V-8). Pour la deuxiéme phase de culture, la teneur en phosphates
de la condition MM a tendance a légérement augmenter, ce qui est inhabituel puisque les
nutriments sont censés &étre consommeés et non produits. Ces résultats incohérents sont
possiblement liés a une erreur de manipulation. Par contre, I’évolution de la teneur en

phosphates pour les traitements AN et SN, est cohérente.
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Figure V-8 : Evolution de la concentration en nutriments au cour du temps

En effet, il y a une diminution de la concentration en phosphates pour le traitement
AN qui s’explique par la remise en culture dans un milieu avec une concentration en
nutriments plus basse que le milieu de départ. Dans le cadre du traitement SN, une chute

jusqu’a une concentration en phosphates quasi nulle est constatée.

En ce qui concerne I’évolution de la concentration en nitrates apres deux jours de
culture, la diminution est constante dans le cas du traitement MM. Cela est cohérent

puisque les nutriments sont consommés au fur et & mesure que les cellules algales se
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[Glucose] en g/L

développent et se maintiennent dans le milieu de culture qui contrairement aux fioles ayant
subi une récolte, n’a pas subi de modifications [3][18]. La concentration en nitrates pour
le traitement AN est également plus faible que la concentration initiale, malgré la remise
en culture dans un milieu contenant des nutriments. Cela s’explique par le fait que la
concentration en nitrate pour la condition AN a été choisie de mani¢re a ce qu’elle
corresponde a la quantité de nitrates censée étre présente dans le milieu apres 48 heures
de culture. Afin d’étre au plus proche des conditions de culture du traitement MM malgré
I’étape de récolte. Il est donc cohérent que, comme pour la concentration en phosphates,
la concentration en nitrates du traitement AN diminue au cours du temps. Pour le
traitement SN, une chute jusqu’a une concentration en nitrates quasi nulle est constatée.

Ce qui est cohérent, puisque les algues ont été placées dans un milieu sans nutriments.

Mise a part la concentration en phosphates de la condition MM, I’évolution des
concentrations en nitrates et phosphates est cohérente pour les différents traitements. En
effet, les concentrations en nutriments diminuent, lorsque ces derniers sont présent dans
le milieu (condition MM et AN) puisqu’ils sont consommeés par les microalgues [3]. Enfin,

la concentration en nutriments est nulle lorsqu’ils sont absents du milieu (condition SN)

5.1.2.3 Evolution de la concentration en glucose

La figure V-9, présente I’évolution de la concentration en glucose au cours du temps.

3 4
—&— Méme milieu —8—RTA + Nutriments RTA

Figure V-9 : Evolution de la concentration en glucose au cours du temps
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Cette figure montre que la concentration en glucose au jour O est nulle, ce qui est
normal puisque son injection est effectuée une fois les prélévements faits pour les
différentes analyses. La concentration réelle est de 2 g/L. au JO. Le pic en glucose est atteint
sur le graphique au jour 1, jour suivant I’injection, puis une chute jusqu’a épuisement du
glucose au jour 2. Cela s’explique par la consommation totale du glucose apres deux jours
de culture. Ces résultats sont cohérents avec les expériences de 1I’objectif 1 ou le glucose

était assimilé rapidement par les microalgues.

Il n’y a donc plus de glucose dans le milieu aprés deux jours de culture. Quel que
soit le traitement lors de la deuxiéme étape de culture, le métabolisme employé par les
microalgues n’est donc plus la mixotrophie, mais bien la phototrophie puisqu’il n’y a plus

de carbone organique dans le milieu.

5.1.2.4 Teneur et productivité en lipides
La figure V-10 présente la teneur et la productivité en lipides des expérimentations

réalisées dans le cadre de |’objectif 2.
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Figure V-10 : Evolution de la teneur et la productivité en lipides en fonction de la deuxiéme étape
de culture
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La teneur en lipides ne semble pas augmenter aprés les deux étapes de cultures. En
effet, la teneur en lipide de I’inoculum de départ est de 8 % contre respectivement 11, 9 et
7 % pour les trois conditions de la culture en deux étapes testées (MM, AN et SN). De
plus les écart-types se chevauchent et montre qu’il n’y a pas de différence significative

entre les conditions de cultures et I’inoculum de départ (p>0,05)

En ce qui concerne la productivité en lipides, celle-ci est meilleure pour la
condition MM par rapport aux conditions AN et SN (p<0,05). Aucune différence
n’apparait entre la condition AN et la condition SN (p>0,05). La productivité en lipides
est donc meilleure lorsqu’il n’y a pas de phase de récolte en milieu de culture. Ce qui est
cohérent puisque c’est pour cette méme condition (MM) que la productivité en biomasse
est la plus importante. En effet, la productivité en lipides étant dépendante de la
productivité en biomasse, cela explique cette différence avec les traitements AN et SN,

traitements ou une perte de biomasse est constatée.

Le stress auquel ont été soumis les cellules algales via une étape de récolte en milieu
de culture et via une carence en nutriment n’a pas eu I’effet escompté. En effet, cela n’a
pas augmenté la teneur et la productivité en lipides de la souche RTA, contrairement a ce

que qui est rapporté dans la littérature [41][47].

Une période en phototrophie plus longue pourrait étre nécessaire afin d’entrainer

une accumulation de lipides plus importante [51].

C’est pour cela qu’un temps de culture plus long, soit quatre jours en mixotrophie
suivie de quatre jours en phototrophie, a été appliqué dans le cadre de I’objectif 3. Les
mémes conditions de culture que le traitement 1 de 1’objectif 2 ont été appliquées : une
premiére étape en mixotrophie avec ajout de CO2 a 1 % pendant 4 jours (ajout de glucose

au JO et J2 de culture), suivie d’une période de 4 jours en phototrophie.
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Bien que la teneur en lipides soit la méme, la deuxiéme étape dans le méme milieu
de culture doit étre favorisée car la productivité en lipide est plus importante
comparativement aux deux conditions ou il y a une étape de récolte du milieu de la culture.
De plus, si un passage a 1’échelle pilote et industrielle est envisagé, une étape de récolte
peut poser des problémes au niveau du coiit de production. En effet, la récolte est I’une
des étapes limitantes lors de la production d’algocarburants; ajouter une seconde étape de
récolte (en plus de la récolte finale) augmenterait ainsi le colit de production et donc le

prix du biocarburant [27].

5.1.3 Objectif 3

Suite aux conclusions des expériences de 1’objectif 2, une culture en deux étapes a
été effectuée, avec une premicre étape en mixotrophie avec ajout de COz a 1 % pendant 4
jours, suivit de 4 jours en phototrophie sans changer le milieu de culture. Le volume de
culture a été augmenté a 2,5 L, afin de constater I’effet d’une augmentation de volume sur
la productivité en biomasse et en lipides de la souche de microalgues. De plus, un volume
de culture plus important permet de récolter plus régulierement au cours des

expérimentations et ainsi, observer la variation au cours du temps de la quantité de lipides.

5.1.3.1 Productivité en biomasse et densité cellulaire
Les figures V-11 et V-12, présentent respectivement 1’évolution de la densité

cellulaire et celle de la biomasse au cours du temps. Le développement de la biomasse
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Figure V-11 : Evolution de la densité cellulaire au cours du temps
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est similaire sur ces deux graphiques. En effet le seuil maximal en biomasse et de densité
cellulaire est atteint au 5™ jour de culture. Une phase de croissance stationnaire est

ensuite observée sur les deux graphiques.

Les écarts-types importants sur les deux figures montrent une importante différence
entre les triplicatas. Ces différences peuvent étre liées a une croissance différente des
algues au cours de chacun des réplicas. En effet, bien que les milieux de cultures utilisés
pour chacun des réplicas soient les mémes, chaque photobioréacteur réagit comme un
écosystéme bien spécifique avec ses propres paramétres physico-chimiques. De plus,
n’ayant qu’un seul photobioréacteur a disposition, chaque réplica a été réalisé 1’un aprés
I’autre. Ces différences peuvent donc également s’expliquer par le fait que les réplicas

n’ont pas été inoculés le méme jour.

La productivité moyenne en biomasse a été de 0,16+0,04 g.L"! j'. Cette productivité
est plus faible que les expériences précédentes du fait que le temps de culture est plus

long, ce qui a un effet sur le calcul de celle-ci.

La concentration en nutriment et 1’évolution de la biomasse sont représentés (figure

V-12).
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Figure V-12 : Evolution de la biomasse séche et de la concentration en nutriments au cours du temps
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Une diminution de la concentration en phosphates et en nitrates est observée au
cours du temps. Ces résultats semblent cohérents car ils sont en corrélation avec
I’augmentation de la croissance de la biomasse. En effet, il est normal que la concentratior
en nutriments diminue au cours du temps car ces derniers sont consommés par les

microalgues [3].

5.1.3.2 Evolution de la concentration en glucose

La figure V-13, présente 1’évolution de la concentration en glucose au cours du
temps lors de la culture en photobioréacteur. Les deux injections en glucose d’une
concentration de 1 g.L™' sont réalisées au jour 0 et au jour 2 de culture une fois que les
échantillonnages pour les différentes analyses effectuées pour un total de 2 g.L!. Les
¢chantillons analysés ici correspondent aux prélévements effectués lors du JO, J1, J2, J3,
J4 et J5 de la culture. Au jour 0, il n’y a pas de présence de glucose dans le milieu puisque
comme dans les expériences précédentes, du fait que les échantillonnages soient effectués
avant I’ajout en glucose. C’est donc a partir du J1 que ’on observe une concentration en

glucose dans le milieu (figure V-13).

[Glucose] en g/L

0 ]
0 1 2 3 Jours 4 5 6 7

Figure V-13 : Evolution de la concentration en glucose au cours du temps

Aprés la premiére injection en glucose, sa concentration diminue jusqu’a devenir
nulle au J2 de culture. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus lors de I’expérience

3 ou la concentration en glucose devenait également nulle au J2 de culture.
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La seconde injection en glucose intervient apres 1’échantillonnage du J2. Le pic de
concentration en glucose est logiquement atteint le lendemain (J3) et la disparition du
glucose dans le milieu deux jours apres son injection (J4). Les microalgues semblent donc

assimiler le glucose en 2 jours ou moins.

En comparant ces résultats et ceux obtenues en terme de biomasse on suppose qu’il
y a un temps de latence entre I’assimilation en glucose et I’effet qu’a celle-ci sur la
biomasse. En effet, la concentration en glucose devient nulle au J4 de culture alors que la
croissance en biomasse est maximale au J5 de culture. Des conclusions similaires on été

décrites dans les expériences antérieures au projet [12][14].

5.1.3.3 Teneur et productivité en lipides
La figure V-14, montre la teneur et la productivité en lipides des expérimentations

effectuées dans le cadre de I’objectif 3.
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Figure V-14 : Teneur et productivité en lipides aux jours 0, 4 et 8 de culture
La teneur en lipide de notre inoculum de départ s’élevé & 10%. Une augmentation
de la teneur en lipide est constatée, sur la figure V-14, entre le premier jour (JO) et le
dernier jour de culture (J8). En effet la teneur en lipides passe de 10 % a 22 % (p<0,05).
La teneur en lipide a donc doublé entre I’inoculum de départ et la fin de la culture en deux
étapes. La teneur en lipide n’as pas évoluée lors de la phase de mixotrophie (JO a J4)
(p>0,05). La phase en phototrophie de 4 jours a permis de doubler la teneur en lipides.

Cependant, une teneur en lipides d’une vingtaine de pourcent, est relativement faible par
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rapport a ce que recense la littérature, ou des teneurs en lipides dépassaient les 50 % du

poids sec de la cellule algales sont présentés[3][72].

En ce qui concerne la productivité moyenne en lipides obtenue aux jours 4 et 8 de
culture, celle-ci est sensiblement la méme du fait des écart-types obtenus. Elle s’¢leve
respectivement a 3,50.10 g.L'j et 3,70.102 g.L-'j"\. Aucune différence significative
entre ces résultats n’a été observée (p>0,05). Ces résultats de productivité en lipides sont

du méme ordre de grandeur que les expériences réalisées précédemment.

Malgré la prolongation de chacune des étapes et un volume de culture plus
important, la culture en deux étapes ne semble pas avoir ’effet souhaité. C'est-a-dire
augmenter la productivité en lipide de notre souche algale. En effet, la productivité en
lipide n’augmente pas, malgré une augmentation de la teneur puisque la productivité en

biomasse diminue trop avec une deuxieme étape phototrophe [46].

Le stress induit par la phototrophie stimule bien I’accumulation en lipides, mais a
un impact trop important sur la biomasse pour que 1’augmentation de la teneur en lipides
augmente la productivité en lipides. Afin d’éviter ce désagrément, une modification de la
seconde étape de culture pourrait étre envisagé. Une substitution de la phase phototrophe
par une phase hétérotrophe pourrait étre un moyen d’augmenter la productivité en lipides

de la souche [58][72].

5.1.4 Objectif 4
Le but de cet objectif est de caractériser le profil des acides gras obtenus lors des
expériences précédentes effectués sur la souche RTA, afin de voir si ces acides gras ont

le profil adéquat pour la fabrication de biocarburants.
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5.1.4.1 Culture en une étape (choix du mode trophique et de la [CO:])

Suite & des problemes lors des manipulations, aucune donnée sur les acides gras de
’expérience 1 (M1 et P1) de I’objectif 1 n’a été obtenue. Les résultats concernant le profil
des acides gras obtenus suite a ’expérience 2 (M, M2, P2 de I’objectif 1 sont présentés

sur la figure V-15.
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Figure V-15 : Proportions en acides gras en fonction des conditions de culture

Les analyses aux GC-MS ont identifié 32 acides gras différents au sein des huiles

algales obtenues, la liste de ces derniers est répertoriée en annexe (Annexe 3).

Les acides gras prépondérants de la souche sont présentés ici, soit les C16:0, C16:1,
C17:1, C18:0, C18:1, C18:2(6T) et C18:3(n-6). Ces sept acides gras représentaient pres

de 99 % de la composition globale en acides gras.

Le profil des acides gras obtenus ne semble pas varier pour les acides gras suivant ;
Cl6:0, Cl6:1, C17:1, C18:0, C18:1, et C18:2(6T). La seule différence présente sur le
graphique, est la présence de I’acide gras C18:3(n-6) pour les deux conditions en
mixotrophie et I’absence de ce dernier pour la phototrophie. Le mode trophique utilisé a

donc peu d’influence sur le profil des acides gras obtenus.

D’aprés ces résultats, 1’ajout de CO; dans le cadre d’un traitement mixotrophe
affecte peu le profil des acides gras de la souche RTA. En effet, aucune différence

n’apparait entre les acides gras, exepté pour la proportion plus élevé en C18:3(n-6) dans
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le cas ou il n’y a pas d’ajout de CO,. Le CO2 a donc, dans ce cas, peu d’influence sur le

profil des acides gras.

Les acides gras produits par la souche RTA sont appropriés pour produire des
biocarburants et notamment du biodiesel. En effet, des acides gras mono- insaturés et non

saturés a 16 et 18 carbones sont idéals pour produire du biodiesel [24][73].

5.1.4.2 Culture en deux étapes

o Culture en fioles

Dans le cadre de la culture en deux étapes en fioles, les acides gras prépondérants
sont les méme que précédemment, soit les C16:0, C16:1, C17:1, C18:0, C18:1, C18:2(6T)
et C18:3(n-6). Ces sept acides gras représentent également prés de 99 % de la composition

globale en acides gras. Ils sont représentés sur la figure V-16.

Aucune variation de profil d’acides gras n’est observée entre les différentes
conditions de cultures de la seconde étape. En effet, ce sont les mémes acides gras
majoritaires qui sont retrouvé a 1’issue de la premiére étape ainsi qu’a la fin de chacune

des secondes étapes.

0,0025
o
E o002
Q
b
m
E
5 )
‘S 0,0015
-~
= ]
E _
@ 0,001
| = -
[-T:]
w
QU
o :
&  0,0005 1 ] l
. III i ol
I-l Ium _i dzll & > =1

0
C16:0 Cieé:l Ci7:1 C18:0 C18:1 C18:2 (6T) C18:3(n-6)

Types d'acide gras
M leére étape o Méme milieu RTA + nutriments RTA H Inoculum

Figure V-16 : Proportions en acides gras en fonction des conditions de la 2* étape de culture
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Le profil des acides gras ne varie pas, mais la quantité de ces derniers semble varier
en fonction des conditions de la deuxieme étape de culture. Cependant, les écarts types
important et qui se recoupent ne permettent pas de conclure a une différence de proportion
en fonction des conditions de la seconde étape de culture (p>0,05). Aucune conclusion

significative sur une variation de la proportion d’acide gras ne peut étre effectuée.

La culture en deux étapes sur quatre jours n’a donc pas modifié le profil des acides
gras de la souche. Cela est intéressant, puisque la souche RTA produit des acides gras
appropriés a la production de biodiesel. En effet, une modification du profil des acides

gras, a I’issue de la culture en deux étapes, pourrait nuire a la qualité du biodiesel produit.

Afin d’avoir a I’avenir des résultats significatifs et pour limiter d’avoir des écarts-

types importants, il serait important d’augmenter le nombre de réplicas.
o Culture en photobioréacteur

Contrairement aux objectifs 1 et 2 réalisés en fioles, ou il y avait 7 acides gras
majoritaires sur I’ensemble des acides gras présents dans les huiles algales, il y a 4 acides
gras majoritaires pour les expérimentations de 1’objectif 3. Ces quatre acides gras sont les

C16:0, C16:1, C18:0 et C18:1 (figure V- 17).
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Figure V-17 : Proportions des acides gras en fonction des jours de culture
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D’apres la figure V-17, aucune variation du profil en acides gras suite a la culture
en deux étapes n’est observée entre I’inoculum de départ, le début, le milieu et la fin de
culture (p>0,05). En effet, les mémes acides gras sont retrouvés a I’issue des différents

jours de culture.

Effectivement, la quantité des acides gras majoritaires de la souche, illustrée 4 la
figure V-17, a tendance a augmenter a I’issue de la culture en deux étapes. En effet, la
quantité en C16:0, C16:1, C17:1 et C18:1 semblent plus importantes au jour 8 de culture
comparativement au jour 0, au jour 4 et a I’inoculum de départ. L’augmentation est
significative pour les acides gras C16:0, C16:1 (p<0,05). Cependant, les écarts-types
importants sur la figure V-17 ne permettent pas de conclure d’une fagon significative sur

’augmentation de la quantité des acides gras C17:1 et C18:1 (p>0,05).

La différence entre les profils d’acides gras des cultures en fioles et en

photobioréacteur est présentée dans le tableau V-1 ci-dessous :

C16:0
C16:1
C17:1
C18:0
C18:1
C18:2(6T)
C18:3(n-6) + R

Tableau V-1: Différences de profil d'acide gras entre la culture en fioles et celle en PBR,
(+, présent /-, absent)

+

+ + + + + +
+ +

Cette différence peut possiblement s’expliquer par le temps de culture plus
important en photobioréacteurs comparativement aux expérimentations en fioles.
Effectivement, le stress induit par une phase phototrophique plus longue peut modifier le
type d’acide gras. En effet, il est mentionné dans la littérature que le profil des acides gras
varie en fonction des modes trophiques [17][26][74][75][76]. Or dans le cadre de
I’objectif 1, ou plusieurs modes trophiques ont été appliqués, aucune variation du profil
des acides gras n’as été observée (section 5.1.4.1), ce qui peut s’expliquer par un temps

de culture trop courts (2 jours) pour observer une différence, lors de ces expérimentations.

62



La variation du profil en acides gras entre la culture en deux étapes en fiole et en
photobioréacteur peut aussi s’expliquer par le fait qu’il y a possiblement un biais dans les
données (problemes lors des analyses des acides gras, erreurs de manipulation, ...). Ce
qui explique d’ailleurs les grands écarts types, dii & la quantité treés faible de biomasse

utilisée pour les extractions.

L’augmentation du temps et du volume de culture, via [’utilisation d’un
photobioréacteur, lors de la culture en deux étapes, semble avoir un effet sur le type
d’acides gras produit par la souche RTA. Comme dans le cas de la culture en deux étapes

en fioles, les acides gras obtenus sont intéressants pour le projet RTA.

En effet, les acides gras majoritaires, soit C16:0, C16:1, C18:0 et C18:1, sont des
acides gras appropriés pour produire du biodiesel. Puisque, selon plusieurs auteurs, une
huile algale contenant un taux important en acides gras mono-insaturés et non saturés a

16 et 18 carbones est une huile au profil adéquat [24][25].

5.2 Projet VERTECH
5.2.1 Objectif 5

Le but de cet objectif est d’évaluer I’effet de la culture en deux étapes sur la souche
VERTECH. Les mémes conditions de culture en deux étapes que pour le projet RTA sont
utilisées. La culture est donc réalisée en mixotrophie avec ajout de CO2 a 1 % pendant 4
jours (ajout de glucose au JO et J2 de culture), suivi de 4 jours en phototrophie. Le milieu
de culture qui a été utilisé est un milieu adapté a la souche VERTECH (cf paragraphe
4.3.2). Il n’y a pas de phase d’adaptation pour la souche VERTECH.
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5.2.1.1 Productivité en biomasse et compte cellulaire
La croissance est similaire sur les figures V-18 et V-19 qui présentent

respectivement I’évolution de la densité cellulaire et de la biomasse.
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Figure V-18: Evolution de la densité cellulaire au cours du temps
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Figure V-19 . Evolution de la biomasse séche et de la concentration en nutriment au cours du temps
Sur les deux graphiques, une légere augmentation de la biomasse séche et de la
densité cellulaire est observée. La productivité moyenne en biomasse obtenue en fin de
culture est de 0,063 g.Lj! (+/-0,065). Des écarts types importants sont constatés pour la
densité cellulaire et le développement de la biomasse. Ces derniers peuvent s’expliquer,

par le fait d’une croissance différente des triplicatas a cause d’une contamination
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bactérienne et en zooplancton (rotiféres et protozoaires) plus ou moins forte selon les
réplicas. De plus, I’eau usée était différente au cours des expériences parce qu’un nouveau
lot d’eaux usées a été utilisé. Bien que les eaux usées proviennent des mémes sites de
prélévement, leur composition peut varier en fonction des activités industrielles. Cette
variation de milieu a donc un impact sur la croissance des microalgues. Malgré cela, une
augmentation de la biomasse au cours du temps est constatée. Cette augmentation n’est

pas trés importante, ce qui peut s’expliquer par la forte contamination du milieu.

En ce qui concerne la concentration en nutriments, celle en nitrates diminue jusqu’a
étre nulle au jour 4 de culture tandis que la concentration en phosphate diminue puis reste
constante a partir du jour 4 de culture. Les algues ont donc consommé tout 1’azote présent
dans le milieu au bout de quatre jours de culture. Cela peut expliquer la faible croissance
de notre souche en termes de biomasse et de densité cellulaire. Egalement, la
concentration en phosphate stagne a partir du quatriéme jour de culture. En effet, I’azote
est dans ce cas, le facteur limitant pour le développement de la biomasse algale, une

absence de ce demier freine donc la croissance cellulaire.

La culture en deux étapes en photobioréacteur n’est donc pas adaptée au bon
développement des microalgues de la souche VERTECH. Il faudrait certainement revoir
les conditions de culture (concentration en nutriments, temps de culture, modes

trophiques,...) afin d’optimiser la croissance de la biomasse.
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5.2.1.2 Evolution de la concentration en glucose :

Comme lors des expérimentations de I’objectif 2 réalisées dans le cadre du projet
RTA, les deux injections en glucose d’une concentration de 1 g.L"! sont réalisées au jour
0 et au jour 2 de culture une fois que les échantillonnages pour les différentes analyses
effectuées pour un total de 2 g.L"!. Les échantillons analysés, présentés sur la figure V-20,
correspondent aux prélévements effectués lors du J1, J3, J4 et J6 de la culture Au JO, la
concentration en glucose est nulle puisque les échantillonnages ont été effectués avant

’ajout en glucose.
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Figure V-20 : Evolution de la concentration en glucose au cours du temps

L’évolution de la concentration en glucose semble similaire & celle de a la culture
en photobioréacteur de la souche RTA. Suite a des problémes techniques, aucune mesure
au J2 de culture n’a été effectuée. Cependant, la concentration en glucose lors du J2 doit
étre plus basse qu’au J1 puisqu’il doit étre consommé par le consortium. Ensuite, la
concentration en glucose augmente au J3 suite a I’injection de glucose au J2. La
concentration en glucose devient nulle au J4, ce dernier étant consommé par le

consortium.

Cependant, comme précédemment, puisque le développement de la biomasse n’est
pas trés important, une partie du glucose a probablement été consommé par les

contaminants présents durant ces expérimentations, notamment les bactéries.
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Les conditions de culture en deux étapes de la souche RTA n’étaient donc pas
optimales pour la production de biomasse avec de la souche VERTECH. La teneur en
nutriments du milieu doit donc étre optimisée. Les effets des wvariations en
approvisionnement des eaux usées sur la souche doivent aussi étre étudiés afin de définir

les meilleures conditions pour une culture en deux étapes pour cette souche.

5.2.1.3 Teneur et productivité en lipides

La figure V-21 présente la teneur et la productivité en lipides des expérimentations
de I’objectif 5. Pour rappel, il n’y a pas de phase d’adaptation avec la souche VERTECH.
La teneur en lipides de I’inoculum de départ est égale a celle du premier jour de culture

JO, soit 23%.
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Figure V-21 : Evolution de la teneur en lipides en fonction des jours de cultures
D’apres la figure V-21, il semble y avoir une légere variation de la teneur en lipides,
entre le début et la fin de culture En effet I’inoculum de départ contient en moyenne 23 %
de lipides contre 28 % a la fin de la culture en deux étapes, cette légére différence est
significative, les €cart-types ne se recoupent pas (p<0,05). Aucune différence de teneur en
lipides n’est observée entre les jours JO et J4 de culture (p>0,05). La culture en deux étapes

semble avoir un effet favorable sur la teneur en lipides de la souche VERTECH.
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Cependant, cette augmentation de la teneur en lipides est faible par rapport a la souche

RTA, ou I’étape de phototrophie avait permis de doubler cette teneur.

En ce qui concerne la productivité en lipides, elle ne différe pas entre le milieu et la
fin de la culture. En effet, les écarts types sont importants et se recoupent (p>0,05). La
productivité en lipides en fin de culture est quasiment deux fois plus faible que celle
obtenue lors des expériences avec la souche RTA. Cependant, aucune conclusion n’est
tirée de ces résultats en raison de la forte variabilité entre les réplicas. En effet, la faible
productivité en lipides peut s’expliquer par la faible croissance de la biomasse.
Effectivement, celle-ci a été perturbée par une contamination importante mais aussi par la

variation d’approvisionnement des eaux usée.

La faible productivité en biomasse et en lipides de la souche VERTECH démontre
que les conditions de cultures appliquées a une souche (RTA) afin d’augmenter la
productivité en lipides et en biomasse ne sont pas les mémes pour une souche d’algue
différente (VERTECH). Afin de déterminer les conditions optimales pour favoriser
I’accumulation en lipides de la souche VERTECH, d’autres expériences sont nécessaires.
Par exemple, la teneur en nutriments du milieu de culture pourrait étre modifiée ou encore
la durée de chacune des deux phases de culture. Il serait également intéressant de réaliser
a nouveau ces expériences sans un changement de lot d’eaux usées au milieu des
expériences, mais aussi de réaliser plus de réplicas afin d’améliorer la significativité des

résultats.

5.2.2 Objectif 6

Le but de cet objectif est de mesurer I’effet de ’utilisation de nutriments alternatifs
et notamment de résidus carbonés en remplacement du glucose sur la productivité en
lipides et en biomasse de la souche VERTECH. Le milieu de culture reste inchangé. Le

glucose est seulement remplacé par une source de nutriments alternative.
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5.2.2.1 Productivité en biomasse et densité cellulaire
La figure V-22 montre la productivité en biomasse obtenue a I’issue des

expérimentations réalisées dans le cadre de I’objectif 6.
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Figure V-22: Productivité en biomasse selon les conditions opératoires
Aucune différence significative n’est observée sur la figure V-22 en termes de
productivité¢ en biomasse en raison des écarts types importants pour le témoin et
I’utilisation de nutriments alternatifs (p>0,05). Toutefois, 'utilisation d’une source
différente de carbone organique ne semble avoir aucun effet sur le développement de la
biomasse a la concentration expérimentée. Cette hypothése est confirmée par les résultats

de la densité cellulaire et de la biomasse seéche présentés figures V-23 et V-24.
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Figure V-23 : Evolution de la biomasse séche au cours du temps
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Figure V-24 : Evolution de la densité cellulaire au cours du temps

En effet, comme le présente les figures V-23 et V-24, les microalgues semblent se
développer de la méme fagon dans le milieu de base, avec ou sans ajout de glucose ou de
nutriment alternatifs. Aucune différence significative n’est observée pour 1I’évolution de

la biomasse séche (p>0,05) et pour la densité cellulaire (p>0,05) en fin de culture.

5.2.2.2 Evolution de la concentration en COT et azote organique total
Dans le tableau V-2, les concentrations en carbone organique total dans le milieu de
culture ainsi que celle en azote Kjeldahl total (Nt) sont représentées au JO et J5 de culture.

Les concentrations sont exprimées en mg.L .

Témoin 552,3 266,3 39,5 0
Glucose 956,0 284,3 78,0 29,0
NA 941,3 310,6 85,5 34,0

Tableau V-2 . Concentration en Ny et COT (mg.L'!)
La concentration en COT et en Nt diminue au cours du temps, puisque les
nutriments sont graduellement consommés par le consortium. La concentration de départ
en COT est naturellement plus importante pour les conditions avec ajout de glucose et de

nutriments alternatifs (NA) par rapport a la condition témoin puisqu’il y a ajout de
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composés carbonés dans ces deux cas. La concentration en N, au J0, devrait étre identique
pour les conditions témoins et avec ajout de glucose puisque le méme milieu est utilisé.
Cependant, ce n’est pas le cas. Cela est probablement lié a des erreurs de manipulation. 11
sera donc fait abstraction de la condition témoin pour 1’analyse de la concentration finale

en N, du fait de ces résultats incohérents.

Aucune différence significative n’est observée pour la concentration finale en COT
(p>0,05). La souche de microalgues assimile donc, de la méme maniére le carbone
organique qu’il provienne du glucose ou des nutriments alternatifs. Ce qui n’est pas le
cas du carbone organique présent de base dans le milieu VERTECH (Témoin). En effet,
la concentration en COT initiale est quasiment deux fois plus basse pour le t¢émoin que
lorsqu’il y a ajout de glucose et de NA, alors que la concentration finale est semblable
(p>0,05). Le carbone organique présent de base dans le milieu est donc assimilé plus
lentement par le consortium. Ce qui peut s’expliquer par le fait que le carbone organique
n’est pas disponible directement, sous une forme assimilable par les microalgues, et que

ce dernier doit subir une modification avant de pouvoir étre assimilé.

En ce qui concerne la concentration finale en N, il n’y a aucune différence lorsqu’il
y ajout de glucose ou de nutriment alternatifs (p>0,05). La source de nutriments alternatifs
n’apporte donc pas d’azote supplémentaire au milieu de culture. Cela ne semble pas
cohérent, puisque ces sources de nutriments sont censées contenir de 1’azote provenant
des protéines issues des effluents laitiers. L’absence de cet azote supplémentaire peut
s’expliquer par la faible quantité du mélange de nutriments alternatifs ajouté au milieu de

culture.

L’utilisation d’une source alternative de nutriments ne semble donc pas avoir d’effet
a cette concentration sur I’assimilation en carbone et en azote des microalgues et peut
donc étre envisagée afin de substituer le glucose. Comme cela se fait de plus en plus

souvent dans la littérature [46][77][78][79][80].

5.2.2.3 Teneur et productivité en lipides
Dans le cas de la teneur et la productivité en lipides, les mémes conclusions que
pour le développement de la biomasse peuvent étre formulées. En effet, comme le présente

la figure V-25, aucune différence n’est observée pour la teneur en lipides quand on ajoute
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du glucose ou des nutriments alternatifs au milieu de culture. (p>0,05). L’utilisation de

nutriments alternatifs n’a donc pas d’effet sur la teneur en lipides de la souche.

Selon la figure V-25, la productivité en lipides est légérement plus élevée lorsqu’il
y a du glucose comparativement a la présence de nutriments alternatifs et I’absence de
glucose. Cependant il n’y a pas de différence significative entre les trois conditions
(p>0,05). L’ajout de carbone organique (glucose ou alternatif), n’as donc pas d’influence

sur la teneur et la productivité en lipides.

L’utilisation de résidus carbonés issus des rejets des industrielles du parc de
Victoriaville ne semble donc pas avoir d’influence sur la productivité en biomasse et sur
la productivité et la teneur en lipides. Ces résultats sont encourageants puisque
I’utilisation de ces résidus industriels permetrait a Parmalat de réduire le coits de

traitement de ses effluents en les injectant dans la production de microalgues.

Cependant ces études préliminaires sont a approfondir afin de s’assurer de la
viabilité de ces résultats. D’autres expérimentations pourrait étre effectuées avec un temps
et un volume de culture plus important afin de s’assurer que la source de nutriments

alterntatifs n’apporte pas de contaminants au milieu de culture.
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Figure V-25 : Variation de la teneur et de la productivité en lipides en fonction des conditions
opératoires
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5.2.3 Objectif 7
Le but de cet objectif est de caractériser le profil des acides gras obtenus lors des

expériences précédentes effectués sur la souche VERTECH.

5.2.3.1 Culture en photobioréacteur

D’aprés la figure V-26, on remarque que le profil et d’acides gras de la souche
VERTECH est différent par rapport a la souche RTA. Cela parait cohérent, puisque les
caractéristiques varient d’une souche a I’autre. Les acides gras majoritairement obtenus
sont au nombre de 14 ; C10:0, C11:0, C12:0, C13:0, C14:0, C14:1, C15:0, C15:1, C16:0,
C16:1,C17:0,C17:1, C18:0 et C18:1.
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Figure V-526 : Proportions en acides gras selon les jours de culture
La culture en deux étapes en photobioréacteur n’a pas d’influence sur le profil et la
quantité des acides gras de la souche VERTECH alors que la quantité en acides gras
semblait augmenter en fin de culture pour la souche RTA. En effet, aucune variabilité de
profil et de quantité en acides gras n’est détectée que ce soit, en début, au milieu ou en fin

de la culture (p>0,05).

La présence des cinq acides gras suivants : C10:0, C11:0, C13:0, C15:0, C15:1, est
surprenante, puisques ils n’ont jamais été détecté, dans la souche VERTECH. De plus les
microalgues ne peuvent pas synthétiser ce type d’acide gras. L hypothése la plus probable
pour expliquer ces résultats incohérents, serait la production de ces 5 acides gras par des

bactéries présentent dans le milieu de culture. En effet, la contamination bactérienne fiit
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importante lors de ces expérimentations. De plus les bactéries ont la capacité de produire

ce type d’acides gras [81][82].

Comme observé avec la souche RTA, la souche VERTECH pourrait étre utilisée
pour la production de biocarburant. En effet, ’huile algale contient des acides gras
adéquats pour produire du biodiesel avec les acides gras mono-insaturés et insaturés a 16
et 18 carbones [24][25]. Cependant, la présence des acides lauriques et myristiques
(C12:0 et C14:0) est également intéressante pour la production de produit & plus haute
valeur ajouté comme des biosurfactants pouvant étre utiles a la compagnie Sani Marc

(Victoriaville, QC) qui participe au projet VERTECH 1.

5.2.3.2 Culture en fioles avec des nutriments alternatifs

Dans le cadre de I’objectif 6, le profil en acides gras est différent par rapport a la
culture effectuée avec la souche VERTECH en photobioréacteur. En effet, 9 acides gras
majoritaires sont observées contre 14 précédemment : soit C12:0, C14:0, C14:1, C16:0,

C16:1,C17:0,C17:1, C18:0 et C18:1 (Figure V-27).

D’apres la figure V-27, la présence de glucose ou de nutriments alternatifs ne
modifie pas le profil des acides gras. En effet, le profil et la quantité de chacun des acides
gras majoritaires est sensiblement la méme entre les différentes conditions (p>0,05), sauf

pour pour la quantité en C17:0.

0,003

0,0025

0,002 I

0,0015

0,001

0,0005 T I z i'[
RFTTRPTR | | | ;

C12:0 C14:0 Ci4:1  C16:0 C16:1 C17:0 C17:1 C18:0 (Ci18:1

Acide gras (mg) /biomasse (mg)

Type d'acide gras

W Témoin M Glucose Nutriments Alternatifs

Figure V-27 : Proportions en acide gras en fonction des conditions de culture
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D’aprés ces résultats, ’ajout de carbone organique (glucose ou nutriments
alternatifs) affecte peu la quantité des acides gras de la souche VETECH. En effet, aucune
différence n’apparait entre les acides gras, appart pour la quantité plus élevé en C17:0
dans le cas sans ajout de substrat carboné (témoin). La quantité plus élevée de C17:0 dans
le cadre du témoin pourrait s’expliquer par une contamination bactérienne ou alors par
un apport externe. En effet, I’acide margarique ou C17:0, est un acide gras que 1’on
retrouve dans le lait ou la margarine [83]. Les effluents de Parmalat (industrie laitiére) qui
ont été utilisés pour ces expérimentations comportaient de petites particules de matiéres
grasses. Ces matieres grasses contenaient trés probablement I’acide margarique. Une
mauvaise élimination de ces particules, lors de la phase de récolte, pourrait expliquer la

quantité d’acide margarique plus élevée pour la condition témoin

La différence de profil d’acide gras entre les cultures en fioles et en

photobioréacteur est présentée dans le tableau V-1 ci-dessous :

C10:0 -
C11:0 -
C12:0 +
C13:0 -
C14:0
Cl14:1
C15:0 -
C15:1 -
C16:0
C16:1
C17:0
C17:1
C18:0
C18:1

I L L S S S S S S R S

+ + + + + o+

Tableau V-3:Différences de profil d'acide gras entre la culture en fioles et celle en PBR,
(+. présent /-, absent)

Cette différence peut s’expliquer, comme mentionné dans la section 5.2.3.1, par la
contamination bactérienne. En effet, lors des expérimentations en photobioréacteur

(objectif 5) la contamination bactérienne était importante, alors qu’elle était faible pour
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les expériences en fioles (objectif 6). D’ou I’absence des 5 acides gras atypique (C10:0,

C11:0, C13:0, C15:0, C15:1) sur la figure V-27.

Comme il I’a été abordé dans la section 5.2.2.3 il serait nécessaire de réaliser d’autres
expérimentations, en augmentant le nombre de réplicas afin de s’assurer de la

reproductibilité de ces résultats et de diminuer I’incertitude.

Ces résultats vont dans le sens de la conclusion de I’objectif 6, c'est-a-dire qu’une
utilisation des résidus carbonés est envisageable pour la culture VERTECH du fait de la
faible variation de la productivité en biomasse et en lipides ainsi que de la quantité des
acides gras. Cela permettrait de valoriser les déchets des industries du projet VERTECH 1

en traitant leurs effluents via la production de microalgues.
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Chapitre VI - Conclusion

Le but de ce travail était d’évaluer I’influence de la culture en deux étapes sur la
productivité en biomasse et en lipides chez les souches de microalgues RTA et
VERTECH. La premiére étape consistait a favoriser une productivité maximale de
biomasse via une culture en mixotrophie. La seconde & permettre une accumulation

maximale en lipide via un passage en phototrophie.

La premiére partie de ce travail consistait a déterminer la concentration optimale en
COz pour favoriser la productivité en biomasse d’une culture mixotrophique de la souche
RTA. Ensuite, la culture en deux étapes a été testée en faisant varier les conditions de la
seconde phase de culture. La concentration en CO2 a 1% a été retenue pour stimuler la
productivité lipidique de la souche, et la seconde étape retenue est celle qui se produit
dans le méme milieu de culture. Nos travaux sur la culture en deux étapes en fioles n’ont

pas permis d’augmenter significativement la productivité en lipides de la souche RTA.

En regard de ces résultats, une prolongation de chaque étape de la culture en deux
étapes a été effectuée en photobioréacteur afin de stimuler la productivité en lipides. Dans
ce cas, la teneur en lipides a doublé mais la productivité en lipides de la souche RTA n’a
pas augmenté. Aucun effet sur le profil des acides gras de la souche n’a été remarqué. La

culture en deux €tapes n’a pas eu ’effet escompté sur la souche RTA.

Par la suite, la culture en deux étapes a été réalisée sur la souche VERTECH afin de
voir si la méthode peut étre adaptée a une souche différente. Or, nous avons constaté que
cette technique ne donnait pas de résultats satisfaisants avec la souche VERTECH en
termes de teneur et de productivité en lipides. Ce qui s’applique pour une souche d’algue
ne fonctionne donc pas de la méme maniére avec une autre souche. 1l faut done faire du

cas par cas et développer une méthode en deux étapes différentes pour chaque souche.

En paralléle, nous avons étudié la production de lipides et de biomasse de la souche
VERTECH avec I’utilisation de résidus carbonés afin de substituer le glucose. Il s’est
avéré que cela n’avait quasiment pas d’effet sur la productivité en biomasse en lipides de
la souche comparativement a 1’utilisation de glucose. Un passage dans un aquarium de
100 L pourrait étre envisageable afin de tester 1’utilisation de ces sources alternatives avec
un volume de culture plus important. L’utilisation de nutriments alternatifs serait trés
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intéressante pour les industriels du parc de Victoriaville car elle permettrait le traitement

d’effluents industriels via la culture des microalgues.

De nombreux aspects restent a clarifier afin d’optimiser la culture en deux étapes
dans le cadre du projet RTA comme par exemple I’amélioration de la deuxiéme étape,
I’étude des intensités lumineuses différentes ou encore I’utilisation de substrats alternatifs
au glucose. Pour le projet VERTECH I, répéter ces expériences avec le méme lot d’eaux

usées pourrait donner des résultats plus significatifs.

Un probléme récurrent est apparu lors de 1’analyse des résultats, soit les marges
d’erreurs importantes. En effet, nous avons ici travaillé a chaque fois en triplicata sur du
matériel biologique. Afin de diminuer ces écart-types, nous pourrions envisager d’utiliser

un plan expérimental factoriel pour avoir des résultats plus cohérents.

Il serait intéressant de réaliser des expériences, une fois la culture en deux étapes
optimisée pour la souche RTA, dans de plus grands volumes de culture comme par
exemple dans des bassins de 400 L et méme envisager les deux étapes dans le bassin pilot

Algafuel™ de 10 000 L.

Enfin, dans la littérature, une culture en trois étapes a récemment été testée sur une
souche de chlorelle se développant dans les eaux usée d’une industrie laitiére via
I'utilisation de trois modes trophiques, soit la phototrophie, la mixotrophie et
I’hétérotrophie. Un systeme de culture en trois étapes pourrait étre une piste a essayer
puisque ces auteurs ont obtenus une teneur en lipides de plus de 62 % du poids sec de la

cellule algale [80].
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Annexe 1 : Milieu de culture RTA

Eau RTA 25 (SCP)
Azote KNO3 0,750
Phosphore (KH2PO4) 0,700
MgS04.7H20 0,300
EDTA 0,028
Inoculum nd

Tableau Annexe 1-1: Milieu de culture RTA
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Annexe 2 : Milieu de culture VERTECH

Major  NaNOs 0,025
Stock CaCl2.2H,0 0,025
Solution Na(] 0,025
Phosphore (K2HPQ4) 0,0075
Phosphore (KH2PO4) 0,00175
MgS04.7H20 0,0075
Boron Stock Solution 0,0011
(H3BO3)
Métaux  ZnS0O4.7H>O 0,00088
en trace MnCl.4H,O 0,00014
MoO3 0,00007
CuS04.5H,0 0,00016
Co(NOs3)2.6H,0 0,00005
Solution FeS0O4.7H20 0,0005
de fer
acidifié Ha501 Ll
Solution EDTA 0,005
d’EDTA anhydre
Alcaline KOH 0,003
Inoculum Nd

Tableau Annexe 2-1: Milieu de culture objectif 5

Eau Parmalat 41
Eau Canlac 45
Eau Sani Marc 10
Lixiviat Gestera 4

Tableau Annexe 2-2: Proportion des effluents industriels



Annexe 3 : Liste des acides gras

C10:0_Decanoic acid

C11:0_Undecanoic acid
C12:0_Dodecanoic acid
C13:0_Tridecanoic acid

C14:0_ tetradecanoate

C14:1 _ myristoleate
C15:0_Pentadecanoic acid

C15:1 cis-10 Pentadecenoic acid

C16:0 Hexadecanoic acid
Cl16:1_9-Hexadecenoic acid
C17:0_Heptadecanoic acid

C17:1 Cis-10 Heptadecenoic acid methil
C18:0 Mehtyl stearate
C18:1(n-9)_9-Octadecenoic acid

C18:2 9,12-Octadecadienoic acid  (6T)
C18:2(n-6) 9,12 -Octadecadienoic acid  (6C)
C18:3(n-6) Gamma-Linolenic acid
C18:3(n-3)_9,12,15- Octadecatrienoic acid
C20:0_Eicosanoic acid
C20:1(n-9)_cis-11-eicosenoic acid

C20:2_cis-11,14- eicosadienoic acid
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C20:3_8,11,14-eicosatrienoic acid
C21:0_Heneicosanoic acid

C20:4(n-6) 5,8,11,14- Eicosatetraenoic acid
C20:3(n-3) 11,14,17- Eicosatrienoic acid
C20:5(n-3) 5,8,11,14,17- Eicosapentaenoic acid
C22:0 Docosanoic acid

C22:1 13- Docosenoic acid

C22:2 cisl3,16- Docosadienoic acid
C23:0_Tricosanoic acid

C24:0 Tetracosanoic acid

C22:6_4,7,10,13,16,19- Docosahexaenoic acid
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