
Nomenclature -      viii 

 

NOMENCLATURE 

A Absorbance  [−]  

𝒂𝒔 Surface spécifique éclairée  [𝑚2. 𝑚−3]  

𝑫 Taux de dilution  [ℎ−1]  

𝒆 Épaisseur de la culture du Photobioréateur [m]  

𝒇 Facteur de dilution  [−]  

𝑮 Irradiance [𝜇𝑚𝑜𝑙ℎ𝜈.𝑚.−2.𝑠−1]  

𝑮𝑪 Irradiance de compensation  [𝜇𝑚𝑜𝑙ℎ𝜈.𝑚−2.𝑠−1]  

𝑮𝒔 Irradiance de saturation  [𝜇𝑚𝑜𝑙ℎ𝜈.𝑚−2.𝑠−1]  

𝒉 Constante de Planck  [𝜇𝑚𝑜𝑙ℎ𝜈.𝑚−2.𝑠−1]  

𝒍−𝟏 Profondeur optique de la cuve  [cm]  

𝒏 Nombre total des cellules comptées dans 

l’ensemble des 25 rectangles d’un hématimètre 

de type Malassez 

[𝐶𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠]  

𝑵 Concentration cellulaire  [𝐶𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠.𝑚𝑙−1]  

𝒒𝟎 Flux lumineux incident  [𝜇𝑚𝑜𝑙ℎ𝜈.𝑚−2.𝑠−1]  

𝑸𝒆 Débit d’alimentation du milieu neuf (débit 

d’entrée)  
[𝑚𝑙/𝑚𝑖𝑛 ou 𝐿/ℎ]  

𝑸𝒔 Débit de soutirage de la biomasse  [𝑚𝑙/𝑚𝑖𝑛 ou 𝐿/ℎ]  

𝑺 Surface illuminée du Photobioréateur [𝑚2]  

𝑽𝑹 Volume réactionnel du Photobioréateur [𝑚3]  

𝒕 Temps de culture  [jours]  

𝑻𝒇 Temps de la récolte (fin de l’expérience)  [jours]  

𝑻𝒊 Temps du début de l’expérience  [jours]  

 

Lettres Grecques : 

 

𝜸 

 

 

 

Fraction volumique éclairée  

 

 

 

[−]  

𝝁 Taux de croissance  [ℎ−1]  

𝝉 Temps de résidence de culture  [ℎ]  

𝝀 Longueur d’onde  [𝑛𝑚]  

𝝂 Fréquence de rayonnement  [𝐻𝑧]  

𝜽 Angle [°]  

 

Abréviations : 

 

AAC  

 

 

 

Acétyl-CoA carboxylase  

AAD1  Acidoacyldesaturase delta 9  

ACP  Acyl carrier protein 

ADP  Adénosine Di-Phosphate  

ATP  Adénosine Tri-Phosphate 

BHT  Butyl-hydroxytoluène 

C 

Chl a  

Carbone 

Chlorophylle a  

Chl b  

CH4N2O 

Chlorophylle b  

Cyanate d'ammonium 

CHCl3 

CO2 

CU 

Chlorpforme 

Dioxyde de carbone 

Cuivre 
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E 

FA  

Microeinstein  

Fattyacids 

FAD  Flavine adénine dinucléotide, forme oxydée  

FADH2  Flavine adénine dinucléotide, forme réduite  

FAME Fattyacidsmethyl ester  

GC  Chromatographie gazeuse  

GeO2 

GPAT 

Dioxyde de germanium 

Glycérol phosphate acyl transférase  

KOH 

LED  

Hydroxyde de potassium 

Diode Électro-Luminescente 

LHCII 

Ln 

Light HarvestingComplex II  

Logarithme népérien 

LPAAT  Lysophosphatidicacidacyltransferase 

LT  

MEB 

Lipides Totaux  

Microscope électronique à balayage 

MeOH Méthanol  

MS  Matière Sèche  

MVREA  Mean volumetric rate of energy absorption  

NADP+  Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate, forme oxydée  

NADPH  

N 

NaCL 

NaHCO3 

Na2HPO4 

NaNO3 

NH4CL 

NH4OH 

P 

Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate, forme réduite  

Azote 

Chlorure de sodium 

Bicarbonate de sodium 

Sodium phosphate dibasic 

Nitrate de sodium 

Chlorure d'ammonium  

Ammonium hydroxide 

Phosphore 

P680  Centre réactionnel du PSII  

P700  Centre réactionnel du PSI  

PAR  Photosynthetically Active Radiations  

PBR  Photobioréacteur 

PC  

PCR 

Plastocyanine 

Polymerase chain reaction, 

PFD  

pH 

Photons Flux Density 

Potentiel hydrogène 

Pheo Phéophytrine 

PMMA  PolyMethylMethAcrylate 

PPC  Photo-Protective carotenoids 

PQ  Plastoquinone 

PSI  Photosystème I  

PSII 

PSU  

Photosystème II  

Practical salinity unit 

Q  Ubiquinone, forme oxydée  

QA  Quinone A  

QB  Quinone B  

QH2  Ubiquinone, forme réduite  

QR Quantum Requirement For Oxygen Production  

rpm 

RuBisCO 

Rotation par minute 

Ribulose 1,5-biphosphate carboxylase/oxygénase  
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SAB 

SPE 

TAE  

Sérum albumine bovine 

Solid-Phase Extraction  

Tris, Acétate, EDTA 

TAG  Triacylglycérol 

 

 



Table des matières -      xi 

 

TABLE DES MATIERES 
REMERCIEMENTS ......................................................................................................................... i 

Résumé ............................................................................................................................................. iv 

NOMENCLATURE ...................................................................................................................... viii 

TABLE DES MATIERES .............................................................................................................. xi 

LISTE DES FIGURES ...................................................................................................................xv 

LISTE DES TABLEAUX ...............................................................................................................xx 

Introduction .......................................................................................................................................1 

Chapitre I - Etat de l’art et objectifs de l’étude ..............................................................................4 

I.1. Généralités sur les microalgues ...........................................................................................4 

I.1.1. Caractéristiques ...........................................................................................................4 

I.1.2. Distribution et Habitats ...............................................................................................5 

I.1.3. Composition et Modes de nutrition .............................................................................6 

I.1.3.1. Mode autotrophe .....................................................................................................6 

I.1.3.2. Mode hétérotrophe ..................................................................................................6 

I.1.3.3. Modemixotrophe .....................................................................................................7 

I.1.4. Eléments majeurs constitutifs des microalgues ...........................................................7 

I.1.5. Diversité et classification des microalgues..................................................................8 

I.1.5.1. Les procaryotes .......................................................................................................8 

I.1.5.2. Les eucaryotes .........................................................................................................8 

I.1.6. La photosynthèse .......................................................................................................10 

I.1.6.1. Phase photochimique .............................................................................................11 

I.1.6.1.1. La lumière, source d’énergie des microalgues ................................................12 

I.1.6.1.2. Fonctionnement d’un photosystème et de la captation de l’énergie 

lumineuse  ........................................................................................................................12 

I.1.6.1.3. Principe de la chaîne photosynthétique ..........................................................13 

I.1.6.2. Phase d’assimilation de CO2 ou phase obscure (non dépendante de la lumière) ..15 

I.1.7. La respiration cellulaire .............................................................................................16 

I.1.7.1. Photorespiration ....................................................................................................16 

I.1.8. Molécules d'intérêts produites par les microalgues ...................................................16 

I.1.8.1. Les lipides .............................................................................................................16 

I.1.8.2. Les protéines .........................................................................................................19 

I.1.8.3. Les pigments et les antioxydants ...........................................................................20 

I.1.8.4. Les glucides ...........................................................................................................21 

I.2. Culture des microalgues ....................................................................................................22 

I.2.1. L’impact des paramètres de culture sur la croissance des microalgues ....................22 

I.2.1.1. Le carbone .............................................................................................................22 

I.2.1.2. Le substrat azoté  ...................................................................................................22 

I.2.1.3. Le phosphore  ........................................................................................................22 

I.2.1.4. Les  microéléments ................................................................................................23 

I.2.1.5. La lumière .............................................................................................................23 

I.2.1.6. La température .......................................................................................................26 

I.2.1.7. Le pH .....................................................................................................................27 

I.2.1.8. Salinité du milieu ..................................................................................................27 

I.2.2. Caractéristiques intrinsèques du photobioréacteur ....................................................28 

I.2.2.1. Agitation ................................................................................................................28 

I.2.2.2. Eclairage ................................................................................................................28 

I.2.3. Système de cultures des microalgues ........................................................................29 

I.2.3.1. Systèmes ouverts ...................................................................................................29 

I.2.3.2. Systèmes fermés ....................................................................................................30 

I.2.4. Modes de culture .......................................................................................................34 

I.2.4.1. Culture en mode discontinu ...................................................................................34 

I.2.4.2.Culture en mode continu ............................................................................................34 

I.3. Applications des microalgues ............................................................................................36 

I.3.1. Domaine alimentaire .................................................................................................36 



Table des matières -      xii 

I.3.2. Domaine pharmaceutique ..........................................................................................37 

I.3.3. Domaine cosmétique .................................................................................................38 

I.3.4. Domaine énergétique .................................................................................................38 

I.3.4.1. Production de bio méthane ....................................................................................38 

I.3.4.2. Production de biocarburant ...................................................................................38 

I.3.4.3. Production de bio-oil .............................................................................................39 

I.3.4.4. Production de biodiesel .........................................................................................39 

I.3.4.5. Production de bio-hydrogène ................................................................................39 

I.3.5. Domaine environnemental ........................................................................................40 

I.3.5.1. Traitement des eaux usées .....................................................................................40 

I.3.5.2. Agriculture ............................................................................................................40 

I.3.5.3. Séquestration du CO2 ............................................................................................41 

I.4. Présentation du modèle d'étude .........................................................................................42 

I.4.1. Nannochloropsis gaditana ........................................................................................42 

I.4.2. Tetranephris brasiliensis ...........................................................................................43 

I.4.3. Scenedesmus sp……………………  . ........................................................................44 

Chapitre II - Matériel et méthodes ................................................................................................49 

II.1. Isolement et purification des souches ................................................................................49 

II.1.1. Cadre de l’échantillonnage ........................................................................................49 

II.1.1.1. Spécificités de la région d’échantillonnage : l’estuaire de l’Oued Chéliff ........49 

II.1.1.2. Mesures physico-chimiques ..............................................................................49 

II.1.2. Description morphologique des taxons observés au niveau de l’estuaire de l’Oued 

Chéliff  ...................................................................................................................................50 

II.1.3. Purification des souches isolée à partir de l’estuaire de l’Oued Chéliff ....................50 

II.1.4. Provenance de la microalgue marine .........................................................................50 

II.1.5. Transfert et maintenance des cultures .......................................................................51 

II.1.6. Identification des souches étudiées ...........................................................................51 

II.1.6.1. Identification des souches étudiées par observation au microscope électronique 

à balayage (MEB)..................................................................................................................51 

II.1.6.2. Identification des souches étudiées par des techniques de Biologie 

Moléculaire  ...........................................................................................................................52 

II.2. Mise en culture ..................................................................................................................53 

II.2.1. Dispositif expérimental : miniphotobioréacteur de 1000 ml .....................................53 

II.2.2. Maintenance des cultures mères ................................................................................54 

II.2.3. Choix du milieu de culture ........................................................................................54 

II.2.4. Caractérisation qualitative et quantitative de la croissance en conditions optimales des 

souches cultivées en mini photobioréacteur ..............................................................................55 

II.2.5. Comportement et adaptation des souches .................................................................55 

II.3. Validation des performances en croissance des souches dans des conditions de culture 

optimales et défavorables ..............................................................................................................56 

II.3.1. Paramètres physiques ................................................................................................56 

II.3.1.1. Intensité lumineuse et photopériodes ................................................................56 

II.3.1.2. Température ......................................................................................................56 

II.3.1.3. Potentiel hydrogène (pH) ..................................................................................56 

II.3.1.4. Salinité ...............................................................................................................56 

II.3.1.5. Surface spécifique éclairée ................................................................................56 

II.3.1.6. Elaboration d’un système de culture de type plat à l’échelle pilote ..................56 

II.3.2. Paramètres biochimique (Optimisation du milieu F/2Guillard) ................................58 

II.3.2.1. Concentration en bicarbonate de sodium ..........................................................58 

II.3.2.2. Source et concentration initiale d’azote ............................................................58 

II.3.2.3. Concentration en phosphate ..............................................................................59 

II.4.   Potentialités des effluents de piscicultures intensives à produire des microalgues en 

masse……………. ........................................................................................................................60 

II.4.1. Matériel biologique ...................................................................................................60 

II.4.2. Infrastructure d’élevage .............................................................................................60 



Table des matières -      xiii 

 

II.4.3. Paramètres physico-chimiques ..................................................................................60 

II.4.4. Ration alimentaire et fréquence de nourrissage.........................................................61 

II.5. Protocoles d’analyse et détermination des grandeurs des souches ....................................61 

II.5.1. Récolte de la biomasse et lyophilisation ...................................................................61 

II.5.2. Dénombrement cellulaire ..........................................................................................62 

II.5.3. Estimation du taux de croissance et du temps de génération ....................................62 

II.5.4. Dosage des protéines (Méthode de Bradford) ...........................................................62 

II.5.5. Dosage des carbohydrates .........................................................................................62 

II.5.6. Détermination de la concentration et de la composition des pigments .....................63 

II.5.7. Extraction des lipides totaux .....................................................................................64 

II.7. Analyse statistique.............................................................................................................64 

Chapitre III - Résultats ...................................................................................................................65 

III.1.Description morphologique des taxons observés au niveau de l’estuaire de l’Oued Chéliff 65 

III.1.1. Caractères principaux des genres de microalgues observées ....................................65 

III.1.2. Identification morphologique des souches étudiées par observation au microscope 

électronique à balayage (MEB) .................................................................................................68 

III.1.3. Identification des souches étudiées par techniques de biologie moléculaire .............69 

III.1.4. Évaluation de la facilité de culture des souches (Caractérisation qualitative et 

quantitative de la croissance en conditions optimales des souches cultivées en 

miniphotobioreacteur) ...............................................................................................................70 

III.2. Validation des performances en croissance des souches dans des conditions de culture 

optimales et défavorables ..............................................................................................................72 

III.2.1. Paramètres physiques ................................................................................................72 

III.2.1.1. Nannochloropsis gaditana ................................................................................72 

III.2.1.1.1. Influence des flux incidents et des différentes photopériodes sur la croissance 

cellulaire et  la composition biochimique  .........................................................................72 

III.2.1.1.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique  .....................................................................................................................74 

III.2.1.1.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique.  .....................................................................................................................75 

III.2.1.1.4.  Influence de la salinité sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique  .....................................................................................................................77 

III.2.1.1.5. Étude de différentes géométries de photobioréacteur ..................................78 

III.2.1.2. Tetranephris brasiliensis ...................................................................................81 

III.2.1.2.1. Influence des flux incidents et différentes photopériodes sur la croissance 

cellulaire et  la composition biochimique ..............................................................................81 

III.2.1.2.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique.. .....................................................................................................................83 

III.2.1.2.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique.  .....................................................................................................................84 

III.2.1.2.4. Étude de différentes géométries de photobioréacteur ..................................85 

III.2.1.3. Scenedesmus sp. ................................................................................................88 

III.2.1.3.1. Influence des flux incident et de différentes photopériodes sur la croissance 

cellulaire et  la composition biochimique ..............................................................................88 

III.2.1.3.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique.. .....................................................................................................................90 

III.2.1.3.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique.  .....................................................................................................................91 

III.2.1.3.4. Étude de différentes géométries de photobioréacteur ..................................92 

III.2.2. Paramètres biochimiques ...........................................................................................95 

III.2.2.1. Nannochloropsis gaditana ................................................................................95 

III.2.2.1.1.  Influence de différentes concentration en bicarbonate de sodium sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique  ........................................................95 

III.2.2.1.2. Influence de différentes sources et concentration d’azote sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique ...........................................................................96 



Table des matières -      xiv 

 

III.2.2.1.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et la 

composition biochimique ..................................................................................................99 

III.2.2.2. Tétranephris brasiliensis .................................................................................101 

III.2.2.2.1. Influence de différentes concentration en bicarbonate de sodium sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique .......................................................101 

III.2.2.2.2. Influence de différentes sources et concentration d’azote sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique  ........................................................................102 

III.2.2.2.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et la 

composition biochimique ................................................................................................105 

III.2.2.3. Scenedesmus sp. ..............................................................................................107 

III.2.2.3.1. Influence de différentes concentration en bicarbonate de sodium sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique .......................................................107 

III.2.2.3.2. Influence de différentes sources et concentration d’azote sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique .........................................................................108 

III.2.2.3.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et la 

composition biochimique ................................................................................................111 

III.3. Etude de la potentialité des effluents de piscicultures intensives à produire des 

microalgue en masse ...................................................................................................................112 

III.3.1. Nannochloropsis gaditana ......................................................................................113 

III.3.2. Tetranephris brasiliensis .........................................................................................115 

III.3.3. Scenedesmus sp. ......................................................................................................118 

Chapitre IV - Discussion et conclusions ......................................................................................122 

IV.1. Discussion ...................................................................................................................122 

IV.2. Conclusions et perspectives................................................................................... 140149 

Chapitre V - Bibliographie ..................................................................................................... 141153 

ANNEXE 1 : Extraction de l’ADN génomique .............................................................................159 

ANNEXE 2 : Composition du milieu f/2 Guillard (Guillard and Ryther 1963) .............................160 

ANNEXE 3 : Dénombrement cellulaire ................................................................................... 160179 

ANNEXE 4 : Courbe d'étalonnage pour le dosage des carbohydrate par la méthode de Dubois ...163 

ANNEXE 5 : Courbe d'étalonnage pour le dosage des protéines par la méthode de Bradford ......164 

ANNEXE 6 : Les paramètres indicateurs de la qualité de l’eau piscicole......................................165 



Liste des figures -      xv 

 

LISTE DES FIGURES 
Figure 1 : Ultrastructure de microalgues (Pignolet et al., 2013) Cellules de microalgues : verte (a), 

rouge (b) et cyanobactérie (c) ............................................................................................................. 5 

Figure 2 : photo du globe vu par image satellite montrant les zones riches en phytoplancton (en vert) 

(http://www.safer.fr/safer-la-reunion.asp) .......................................................................................... 6 

Figure 3 : La photosynthèse (réaction globale) ............................................................................... 11 

Figure 4 : Structure d'un chloroplaste ............................................................................................. 11 

Figure 5 : Spectre d'absorption des pigments photosynthétiques .................................................... 12 

Figure 6 : La chaîne photosynthétique ............................................................................................ 13 

Figure 7 : Schéma Z de la photosynthèse ........................................................................................ 14 

Figure 8 : Cycle de Calvin .............................................................................................................. 15 

Figure 9 : La chaîne respiratoire ..................................................................................................... 16 

Figure 10 : Structure des principaux caroténoïdes de microalgues (Guaratini et al., 2009) ........... 20 

Figure 11 : Rendement photosynthétique en fonction de l’intensité lumineuse incidente  (exprimée 

en μE.m-2.s-1) (Goldman, 1980) ........................................................................................................ 22 

Figure 12 : Bassins : a) Culture de Dunaliella salina en bassins naturels de 200 ha, Cognis nutrition 

(Australie) b) Culture de Spiruline en raceway, Californie (Andersen, 2005) ................................. 30 

Figure 13 : Photobioréacteur plan (Bitog et al., 2011) .................................................................... 31 

Figure 14 : Colonne à bulles (FAO, 1996) ...................................................................................... 32 

Figure 15 : Photobioréacteurs tubulaires (horizontaux) .................................................................. 33 

Figure 16 : Système « Plastic bag » (Pulz, 2007)............................................................................ 34 

Figure 17 : Présentation schématique des modes de fonctionnement en continu d’un PBR. A : mode 

de fonctionnement en chemostat, dans ce cas le débit d’entée est maintenu constant. B : mode de 

fonctionnement en turbidostat, la biomasse est maintenue constante en utilisant une sonde de mesure 

de biomasse et un système de régulation qui pilote la pompe d’alimentation du milieu neuf (consigne 

biomasse fixée par l’utilisateur) ....................................................................................................... 36 

Figure 18 : Photo de la micro algue Nannochloropsis sp (Tanzi., 2013) ........................................ 43 

Figure 19 : Tetranephris brasiliensis vu sous microscope optique (D’après Hoshina, 2014) ........ 44 

Figure 20 : Photo d’une cénobie formée de huit cellules de la microalgueScenedesmus obliquus (Qin 

et al., 2008) ...................................................................................................................................... 45 

Figure 21 : Localisation des sites d’echantillonnage (S1) et (S2) au niveau de l’estuaire de l’Oued 

Cheliff .............................................................................................................................................. 49 

Figure 22 : Photo representative du microscope electronique a balayage (MEB) .......................... 52 

Figure 23 : Schéma du mini photobioréacteur à bullage d’air (AQUABIOR, 2017) .......................... 53 

Figure 24 : Système de culture utilisé au cours de l’étude expérimenta le (AQUABIOR, 2017) .. 54 

Figure 25 : Photos représentative du système de culture de type plat (AQUABIOR, 2017) .............. 58 

Figure 26 : Observation microscopique (microscope optique ×100) °des souches rencontrées au 

niveau de l’estuaire de l’Oued Chéliff (stations S1de 1 à 9, stations S2 : 9 et 11) (AQUABIOR, 2017)

 ...................................................................................................................................................... 6566 

Figure 27 :  Photos des souches étudiées prises après observation au microscope électronique à 

balayage (Nannochloropsis gaditana (A (×4000) - B (×9000)), Tetranephris brasiliensis (C (×4500) 

- D (×20000)), Scenedesmus sp. (E (×8500) - F (×15000)) ............................................................. 68 

Figure 28 : Migration du fragment d’ADN codant pour l’ARNr 18S des deux souches étudiées avec 

une échelle de poids moléculaire (Trans 5K DNA marker) ............................................................. 69 

Figure 29 : Arbre phylogénétique déduit de la comparaison des séquences des gènes codantts pour 

les ARNr 18S des microalgues par la méthode Neighbor-Joining en utilisant le programme MEGA 

6 ........................................................................................................................................................ 70 

Figure 30 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire des trois souches de microalgues 

étudiées cultivées en condition de croissance normale (favorable) (n=3) ........................................ 71 

Figure 31 : Histogrammes représentatifs du biovolume cellulaire (a) ainsi que dela surface (b) des 

souches étudiées (n=50), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 71 

Figure 32 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différents 

flux incidents et différentes photopériodes (n=3) ............................................................................ 72 



Liste des figures -      xvi 

 

Figure 33 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différents 

flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 74 

Figure 34 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous 

différentes températures (n=3) ......................................................................................................... 74 

Figure 35 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 75 

Figure 36 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différents 

pH (n=3) ........................................................................................................................................... 76 

Figure 37 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différents 

pH (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05)

 .......................................................................................................................................................... 76 

Figure 38 : Evolution temporelle de l’effet de la salinité sur la concentration cellulaire de 

Nannochloropsis gaditana cultivée sous différentes salinités (n=3) ................................................ 77 

Figure 39 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes salinités (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 78 

Figure 40 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana selon la surface 

spécifique éclairée (n=3) .................................................................................................................. 78 

Figure 41 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes surfaces spécifiques éclairées (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 79 

Figure 42 : Comparaison d’une évolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana 

cultivées dans deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique) et (B : 

systeme de culture de type plat) (n=3) ............................................................................................. 80 

Figure 43 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée dans deux 

systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type 

plat) (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05). ................................................................................................................................................ 80 

Figure 44 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivées 

sous différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3) .................................................... 81 

Figure 45 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .......................................................... 82 

Figure 46 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes températures (n=3) ................................................................................................. 83 

Figure 47 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 84 

Figure 48 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différents pH (n=3) ................................................................................................................... 84 

Figure 49 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différents pH (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 85 

Figure 50 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis selon la 

surface spécifique éclairée (n=3) ...................................................................................................... 85 

Figure 51 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes surfaces spécifiques éclairées (n=3), les histogrammes portant des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................................... 86 

Figure 52 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

dans deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de 

culture de type plat) (n=3) ................................................................................................................ 87 

Figure 53 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

dans deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : photobioreacteur 



Liste des figures -      xvii 

 

plat) (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) ................................................................................................................................................. 87 

Figure 54 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3) ............................................................ 88 

Figure 55 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................... 89 

Figure 56 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes températures (n=3) ......................................................................................................... 90 

Figure 57 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 91 

Figure 58 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents pH (n=3) ........................................................................................................................... 91 

Figure 59 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents pH (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents 

(p≤ 0,05) ........................................................................................................................................... 92 

Figure 60 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. selon la surface 

spécifique éclairée (n=3) .................................................................................................................. 92 

Figure 61 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes surfaces spécifiques éclairées, les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 93 

Figure 62 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée dans 

deux systèmes de culture distincts (A: miniphotobioreacteur cylindrique), (B: systeme de culture de 

type plat) (n=3) ................................................................................................................................. 94 

Figure 63 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmusspcultivée dans deux 

systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type 

plat) (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) ................................................................................................................................................. 94 

Figure 64 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) ............................................................. 95 

Figure 65 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) ............................................................. 96 

Figure 66 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3) ..................................................................................................... 96 

Figure 67 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 97 

Figure 68 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations d’azote (n=3) .......................................................................................... 98 

Figure 69 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations en nitrogène (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤0,05) ............................................................................................... 99 

Figure 70 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3) ................................................................................. 99 

Figure 71 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 100 

Figure 72 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) ................................................... 101 

Figure 73 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 102 

Figure 74 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes sources d’azote (n=3) ........................................................................................... 102 



Liste des figures -      xviii 

 

Figure 75 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 103 

Figure 76 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations d’azote (n=3) ................................................................................ 104 

Figure 77 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 105 

Figure 78 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en phosphate (n=3)....................................................................... 105 

Figure 79 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................................... 106 

Figure 80 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentration en bicarbonate de sodium (n=3) ............................................................ 107 

Figure 81 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 108 

Figure 82 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3) ................................................................................................... 108 

Figure 83 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 109 

Figure 84:  Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentration d’azote (n=3) ......................................................................................... 109 

Figure 85 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentrations d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 110 

Figure 86 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3) ............................................................................... 111 

Figure 87 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 112 

Figure 88 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée 

sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 113 

Figure 89 : Variation du pourcentage en protéines de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée 

sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 113 

Figure 90 : Variation du pourcentage en carbohydrate de la souche Nannochloropsis gaditana 

cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 114 

Figure 91 : Variation du pourcentage en lipides de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée 

sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 114 

Figure 92 : Variation du pourcentage en chlorophylle a de la souche Nannochloropsis gaditana 

cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 115 

Figure 93 : Variation du pourcentage en en caroténoïdes de la souche Nannochloropsis gaditana 

cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 115 

Figure 94 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche T brasiliensis cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 116 



Liste des figures -      xix 

 

Figure 95 : Variation du pourcentage en protéines de la souche T brasiliensis cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ......................................................................................................................... 116 

Figure 96 : Variation du pourcentage en carbohydrates de la souche T brasiliensis cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 117 

Figure 97 : Variation du pourcentage en lipides de la souche T brasiliensis cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ......................................................................................................................... 117 

Figure 98 : Variation du pourcentage en chlorophylle a (a), chlorophylle b (b) et en caroténoïdes (c) 

de la souche Tetranephris brasiliensis cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les 

histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .............. 118 

Figure 99 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 119 

Figure 100 : Variation du pourcentage en protéines de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 119 

Figure 101 : Variation du pourcentage en carbohydrates de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 120 

Figure 102 : Variation du pourcentage en lipides de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 120 

Figure 103 : Variation du pourcentage en chlorophylle a (a), chlorophylle b (b) et en caroténoïdes 

(c) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les 

histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .............. 121 

Figure 104 : Photo d’une cellule de Malassez............................................................................... 161 

Figure 105 : Vue d’une coupe et de la gravure d’une cellule de Malassez ................................... 162 

 

 

 

 



Liste des tableaux -      xx 

 

LISTE DES TABLEAUX 
Tableau 1 : Les différents types nutritionnels des microalgues (Cantin, 2010) ................................ 7 

Tableau 2 : Eléments majeurs constitutifs des microalgues (Steyer, 2013) ...................................... 7 

Tableau 3 : Répartition du fractionnement biochimique d’une cellule de microalgue (d'après Sialve 

and Steyer, 2013) ............................................................................................................................... 8 

Tableau 4 : Classification de l'espèce Nannochloropsis gaditana .................................................. 43 

Tableau 5 : Classification de l'espèce Tetranephris brasiliensis. ................................................... 44 

Tableau 6 : Classification de l’espèce Scenedesmus sp. ................................................................. 45 

Tableau 7 : Tableau représentatif des paramètres mesurés au niveau des sites d’échantillonnage. 50 

Tableau 8 : Tableau récapitulatif des paramètres physiques et biochimiques étudié...................... 59 

Tableau 9 : Fréquence des prélèvements pour chaque analyse ....................................................... 60 

Tableau 10 : Tableau représentatif des constituants majeurs de l’aliment des poissons ................. 61 

Tableau 11 : Caractères principaux des microalgues observées ..................................................... 67 

Tableau 12 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) des microalgues étudiées cultivées en condition 

de croissance normale (favorable) (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 71 

Tableau 13 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différents 

flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance portant des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05). ..................................................................................... 73 

Tableau 14 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

température (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 75 

Tableau 15 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différents 

pH, (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents 

(p≤ 0,05) ........................................................................................................................................... 76 

Tableau 16 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

salinités (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 77 

Tableau 17 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de 

la biomasse maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée 

sous différentes surfaces spécifiques éclairée (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05). ..................................................................... 78 

Tableau 18 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée dans deux 

systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type 

plat) (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents 

(p≤ 0,05). .......................................................................................................................................... 80 

Tableau 19 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance suivis par des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05). ......................................................... 82 

Tableau 20 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que dela matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes températures (n=3) ................................................................................................. 83 

Tableau 21 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différents pH (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 84 

Tableau 22 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tetranephris brasiliensis cultivée 



Liste des tableaux -      xxi 

 

sous différentes surfaces spécifiques éclairée (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................... 86 

Tableau 23 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de 

la biomasse maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris 

brasiliensis cultivée dans deux systèmes de culture distinct (A : miniphotobioreacteur cylindrique), 

(B : systeme de culture de type plat) (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................................... 87 

Tableau 24 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance suivis par des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .......................................................... 89 

Tableau 25 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes températures (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 90 

Tableau 26 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents pH (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 91 

Tableau 27 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes surfaces spécifiques éclairées (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................... 93 

Tableau 28 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de 

la biomasse maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. 

cultivée dans deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme 

de culture de type plat) (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 94 

Tableau 29 : Détermination du taux de croissance (µM), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations de bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ...................................................................... 95 

Tableau 30 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximal (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) ........................................................................................................................... 97 

Tableau 31 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations de nitrogène (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) .............................................................................................. 98 

Tableau 32 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de 

la biomasse maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée 

sous différentes concentrations en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 100 

Tableau 33 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ........................................................ 101 

Tableau 34 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes sources d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 103 

Tableau 35 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche T brasiliensis cultivée sous 



Liste des tableaux -      xxii 

 

différentes concentrations d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 104 

Tableau 36 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que dela matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée 

sous différentes concentrations en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices 

différents sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................... 106 

Tableau 37 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentration en bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) ........................................................ 107 

Tableau 38 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes source d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p< 0,05) ............................................................................................ 109 

Tableau 39 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentration d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) ............................................................................................ 110 

Tableau 40 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) .................................................................................... 111 

Tableau 41 : Qualité des effluents de pisciculture (paramètres physico-chimiques) .................... 112 

Tableau 42 :  Norme de qualité d'eaux piscicole marocaine ......................................................... 166 

Tableau 43 : Normes de qualités d’eaux piscicoles européennes ................................................. 167 

 

 



Introduction -      1 

 

Introduction 

La poésie épique d’Homèrl fait largement référence aux reflets chatoyants des flots marins, 

dans lesquels le rouge, le mauve, le vert et le noir se joignent à un camaïeu de bleu. Ses 

protagonistes ne peuvent toutefois pressentir que ces nuances émanent grandement de la 

présence d’organismes vivants microscopiques. Le monde aquatique abrite pourtant une 

grande biodiversité d’organismes (Mocquet, 2009), parmi lequels les autotrophes 

planctoniques (microalgues) responsables de la moitié de la production primaire planétaire, 

utilisant l’énergie lumineuse pour assimiler des substances inorganiques (nutriments). 

Les microalgues figurent parmi les premières créatures vivantes, apparues voici environ 3,5 

milliards d’années, colonisant la quasi-totalité des écosystèmes de la planète : des océans 

aux glaciers, en passant par les lacs hyper-salés, les sols, les roches et les arbres (Riebesell 

et al., 2007) et constituant le premier maillon indispensable à notre survie sur la terre. En 

effet, elles sont les premiers producteurs d’oxygène et de matière organique, maillon 

fondamental de la chaîne alimentaire, mais également premier consommateur de dioxyde de 

carbone, donc jouant un rôle dans la stabilité du climat. 

L’intérêt de ces micro-organismes réside d’une part, dans leur capacité à substituer du 

carbone fossile par du carbone renouvelable ; tendance forte impulsée par les 

consommateurs et la société civile et dans leur exceptionnelle productivité surfacique 

permettant de conserver pour des usages prioritaires des ressources naturelles rares (terres 

agricoles et eau), et sont de ce fait porteuses de promesses d’avenir. A l’heure où, en raison 

des dérèglements climatiques et de la raréfaction des ressources pétrolières (Hook and Tang, 

2013), l’utilisation des combustibles fossiles comme source majeure d’énergie est largement 

contestée, ces micro-organismes font l'objet d'une attention croissante dans le domaine des 

bioénergies (Chisti, 2008 ; Wijffels and Barbosa, 2010). Leur forte productivité, des taux de 

croissance élevés (le temps de doublement peut être de seulement 3,5 heures (Gordon and 

Seckbach, 2012)), largement supérieurs à ceux des plantes terrestres, ainsi qu'une capacité 

pour certaines espèces à stocker d’importantes quantités de lipides les ont positionnés 

comme une source prometteuse de biocarburants dits de troisième génération (Mata et al., 

2010). Et d’autre part, dans l’étendue de la palette de molécules qu’elles peuvent produire, 

telles que les antioxydants, les pigments, les acides gras polyinsaturés à longues chaînes ou 

les vitamines, ces micro-organismes se retrouvent, de ce fait, au croisement des branches 

industrielles de l’agroalimentaire, de la cosmétique, de la chimie ainsi que l’industrie 

pharmaceutique. La biotechnologie microalgale est donc devenue un thème de recherche 

privilégié permettant d’explorer et d'exploiter l'énorme potentiel de ces micro-organismes 

intervenant au sein de nombreux systèmes et dans de multiples secteurs (Chisti, 2007). 

Néanmoins, malgré cet intérêt croissant pour la valorisation des microalgues depuis la moitie 

du 20ème siècle, leur exploitation industrielle reste limitée, de nombreux verrous 

technologiques subsistent et doivent être levés afin d’augmenter les rendements, réduire les 

coûts, et assurer ainsi la viabilité économique de la filière. En effet Les microalgues subissent 

passivement les variations des conditions de croissance. La lumière, la concentration en 

nutriments, la température, le pH et l’hydrodynamisme sont autant de facteurs qui agissent 

de concert sur leur métabolisme. Dans l’hypothèse actuelle d’un changement global de ces 

conditions, l’étude de la réponse physiologique des microalgues est primordiale pour prévoir 

celle de l’écosystème entier (Mocquet, 2009). Dans les pays méditerranéens, ces atouts et 

ces contraintes génériques sont amplifiés par des conditions naturelles et socio-économiques 

bien identifiées (biodiversité, énergie solaire, potentiel de croissance économique d’une part, 

réchauffement climatique, insécurité alimentaire, déficit institutionnel d’autre part) (Rastoin, 

2016). 
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Le présent travail s’intègre dans cette démarche globale, en se focalisant sur la première 

étape (optimisation des paramètres physico-chimiques) dans le développement du processus 

de production en masse des microalgues par : 

 L’isolement, la purification et l’identification de microalgues algériennes : la 

première étape dans l’étude de la biodiversité, au sens de diversité spécifique, 

consiste en l’identification des espèces colonisant le milieu étudié tout en prenant en 

compte leur abondance, ces identifications sont réalisées par observation au 

microscope électronique à balayage (MEB) ainsi que par des techniques de biologie 

moléculaire. 

 La validation des performances en croissance des souches dans des conditions de 

culture optimales et défavorables (effet des paramètres physico-chimiques) : si l’on 

utilise directement les microalgues naturelles, on n’a pas de question technique à se 

poser sur le procédé. Mais pour une filière de production industrielle, il faut 

comprendre en détail et contrôler ce que fait la nature et pouvoir l’extrapoler, 

éventuellement en apportant des modifications aux microalgues. Les processus 

biologiques sont dépendants les uns des autres, par le moyen de signalisations 

biologiques. Celles-ci peuvent être orientées par action sur les métabolismes. On peut 

ainsi amener le micro-organisme (la microalgue) à stocker les produits synthétisés 

soit sous forme de corps lipidiques, qui ne sont pas essentiels pour lui mais "mis en 

réserve" pour son avenir, soit sous forme de grains d’amidon. Un de nos objectifs est 

de comprendre la manière dont le micro-organisme stocke ces réserves énergétiques 

sous une forme ou sous une autre, et avec quelle efficacité (Legrand, 2010). 

 L’élaboration d’un système de culture à l’échelle pilote : le fonctionnement du 

photobioréacteur fait intervenir l’absorption des photons, les réactions biologiques 

au sein des microalgues dont le métabolisme peut être orienté par les conditions 

opératoires, les réactions chimiques autour de l’assimilation des nutriments à travers 

de multiples réactions enzymatiques. Toutes ces réactions ont leurs cinétiques 

propres et doivent être contrôlées. Les aspects physiques, notamment l’incorporation 

d’une source de carbone dans les milieux de culture, la valeur de la surface spécifique 

éclairée ainsi que la géométrie du photobioreacteur, sont également essentiels. 

 L’utilisation de milieu de culture non conventionnel : les microalgues possèdent un 

potentiel biotechnologique évident mais commeil subsiste toujours quelques 

incertitudes quant à la rentabilité de leur production, son essor doit être accompagné 

par un effort de recherche, afin d’en réduire les coûts et fiabiliser les rendements des 

cultures à l’échelle industrielle. En vue de réduire ces montants, des efforts de 

recherche respectueuse de l’environnement doivent être accomplis (Bougaran and 

Saint-Jean, 2014). 

Ce travail s’articule pour cela en cinq chapitres qui aborderont successivement la recherche 

et la caractérisation de souches d’intérêts, puis l’optimisation de la croissance et de la 

production de molécules à hautes valeurs ajoutées. 

Le premier chapitre est une étude bibliographique consacrée à une présentation générale des 

microalgues ainsi que de leurs possibilités d’exploitation : production de biomasse, 

production de molécules à haute valeur ajoutée et applications environnementales. Une 

description des systèmes de production de microalgues est également présentée. 

Le deuxième chapitre porte sur la démarche scientifique adoptée (matériel et méthodes) et 

décrit les outils expérimentaux utilisés durant la préparation de cette thèse (méthodes 

analytiques et bio essais) ainsi que les organismes modèles et leur pertinence dans l’étude. 
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Enfin, seront exposés les paramètres physico-chimiques testés ainsi que les outils statistiques 

employés. 

Ensuite, le troisième chapitre est consacré à la présentation des résultats obtenus au cours de 

cette thèse. Les conditions optimales de cultures y sont décrites ainsi que leur effet sur la 

concentration des quatre grandes catégories de macromolécules de la biologie constituants 

les microalgues : les protéines, les carbohydrates (amidon, sucres, glucose, poly-

saccharides), les lipides (glycérols, acides gras saturés ou non) et les piguements. 

Le quatrième chapitre de ce mémoire est dédié à la discussion, c’est le lieu pour une 

rédaction plus poussée et plus interprétative des résultats, elle nous permet d’évaluer notre 

recherche : par exemple en discutant de nos attentes sur les causes et conséquences des 

résultats, leurs possibles limitations, ou encore en émettant des suggestions sur les 

recherches supplémentaires. Le but de cette partie est donc d'expliquer les résultats obtenus. 

Enfin, le dernier chapitre de cet ouvrage permet de tirer un bilan global des différents travaux 

réalisés durant cette thèse et de proposer des perspectives de travail basées sur nos résultats 

en tenant compte des éventuelles limites des différentes études réalisées pour assurer la 

continuité du sujet abordé. 
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Chapitre I - Etat de l’art et objectifs de l’étude 

I.1. Généralités sur les microalgues 

Les algues sont des organismes photosynthétiques qui se développent en suspension 

principalement dans des solutions aqueuses (Wen and Johnson, 2009), et qui sont capables 

de convertir l’énergie lumineuse et une source de carbone le dioxyde de carbone ou « CO2 » 

en un ensemble de matières organiques ou « biomasse ». On distingue deux catégories 

principales d’algues : les « macroalgues » et les « microalgues ». 

Comme son nom l’indique, les microalgues sont des organismes microscopiques non 

visibles à l’œil nu. Leur taille est de l’ordre de quelques micromètres. Leur existence est 

révélée lors d’une proliférations massives (blooms) dues à des conditions favorables formant 

parfois des "eaux colorées" en rouge, brun ou vert.  

Dans la nature, il existe une biodiversité très vaste de microalgues. On estime le nombre 

d’espèces existantes entre 200000 et plusieurs millions, ce qui est très supérieur aux 250000 

espèces de plantes supérieures recensées. Une telle diversité non exploitée constitue un réel 

potentiel pour la recherche et l’industrie. Ces microorganismes photosynthétiques sont 

considérés comme les premiers producteurs d’oxygène indispensable à la respiration de la 

majorité des êtres vivants. Leur existence remonte dans les océans à plus de trois milliards 

d’années, ils sont à l’origine de la transformation de la composition atmosphérique (fixation 

de CO2 et rejet de O2) et ont permis la vie végétale et animale sur notre planète. Souvent 

désignées sous la dénomination de "Phytoplancton" (Sumi, 2009), les microalgues 

représentent une source d'alimentation pour les premières étapes larvaires (Coutteau et al., 

1997) comme pour les êtres humains de par leur composition biochimique adaptée (Brown 

et al., 1997). Ces micro-usines photosynthétiques présentent des caractéristiques similaires 

aux plantes terrestres, mais leur structure morphologique permettant une meilleure 

accessibilité de l’eau, du dioxyde de carbone et des autres nutriments, leur permet d’avoir 

une efficacité photosynthétique supérieure (Carlsson et al., 2007). 

I.1.1. Caractéristiques 

Les microalgues présentent des formes variables, souvent sphériques (porphyridium), en 

forme de croissant (Clostridium), de spirale (Arthrospira), de gouttelette (chlamydomonas) 

et même d’étoile (Staurastrum). 

En réalité, les microalgues sont des micro-organismes composés d’une seule cellule 

contenant deux « centrales énergétiques » essentielles à leur croissance : le chloroplaste qui 

est le siège de la photosynthèse et les mitochondries qui sont les sièges de la respiration. 

Chacun de ces deux processus sera détaillé dans l’ensemble des paragraphes suivants afin 

de bien élucider le métabolisme entier des microalgues. 

Les microalgues peuvent mesurer de quelques microns à plusieurs centaines de microns, 

selon les espèces. Elles ont la capacité d’effectuer la photosynthèse oxygénique (convertir 

de manière biologique l’énergie lumineuse en liens énergétiques chimiques, qui sont ensuite 

accumulés sous forme de composés organiques (Falkowski and Raven, 2007)). Cette 

réaction photosynthétique forme également de l’oxygène gazeux. 

Les différents groupes de microalgues possèdent généralement plusieurs pigments 

photosynthétiques, toutes contiennent de la chlorophylle a (chla), qui peut être 

complémentée selon les classes et les espèces par des chlorophylles b, c, ou d et divers 

caroténoïdes. On peut distinguer deux types de pigments, les pigments photosynthétiques et 

les pigments non-photosynthétiques. 
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C’est dans les chloroplastes, et plus précisément dans les membranes thylacoïdes, que se 

déroule la réaction d’oxydoréduction qui permet de réduire le dioxyde de carbone à partir de 

l’hydrogène de l’eau en sucres simples et en oxygène. La figure 1 présente les principales 

structures des cellules algales eucaryotes. La membrane plasmique est une structure 

composée de polysaccharides et de protéines plus ou moins complexes et en proportions 

variables selon les espèces (Van Den Hoek, 1995).  

Elle est chargée négativement, ce qui est attribuable à la composition des groupes 

fonctionnels qui y sont associés. Elle confère aux cellules une certaine résistance aux ions 

métalliques potentiellement toxiques, ce qui motive leur utilisation pour le traitement des 

eaux (Monteiro et al., 2012). 

Figure 1 : Ultrastructure de microalgues (Pignolet et al., 2013). Cellules de microalgues : verte (a), 
rouge (b) et cyanobactérie (c) 

I.1.2. Distribution et Habitats 

Au cours de leur évolution, les microalgues ont pu coloniser la quasi-totalité des niches 

écologiques (figure 2). Leurs capacités d’adaptation et de survie sont telles qu’elles sont 

aptes à coloniser tous types de milieux, on les trouve aussi bien dans les eaux thermales que 

dans les glaces, dans les eaux acides ou encore hyper salées, dans les grottes, associées sous 

forme de symbioses avec tout type d’organisme vivant et même parasites entre autres de 

l’homme. Elles sont également capables de se développer sur des surfaces rigides, telles que 

les murs ou les troncs d’arbres et même sur les structures immergées (Becerra Celis, 2009). 

Certaines espèces peuvent supporter des températures très faibles ou paradoxalement 

extrêmes (Couté, 1995). Cette faculté d’adaptation est le résultat de leurs propriétés 

morphologiques ainsi que de leur capacité de synthèse de différentes variétés de métabolites 

secondaires (Becerra Celis, 2009). 
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Figure 1 :  

Figure 2 : photo du globe vu par image satellite montrant les zones riches en phytoplancton (en vert) 

(hppt://www.safer-la-reunion.asp) 

I.1.3. Composition et Modes de nutrition 

I.1.3.1. Mode autotrophe 

Les microalgues sont largement et principalement connues comme étant des organismes 

photoautotrophes (Legrand, 2007), le carbone inorganique pourra être introduit dans la 

culture sous forme gazeuse (CO2) ou directement dans le milieu de culture sous forme de 

carbonate (HCO3
-). Par rapport à d’autres mélanges gazeux (d’origine industrielle), l’air est 

relativement peu concentré en CO2 (de l’ordre de 390 ppmv), un apport supplémentaire va 

favoriser une croissance non limitée par le carbone et permettre d’atteindre des productivités 

plus importantes. Les effluents gazeux industriels issus de combustion constituent un 

gisement en carbone inorganique intéressant d’un point de vue économique et 

environnemental. En considérant que le carbone compte pour 50% de la biomasse sèche des 

microalgues, nous pouvons en effet calculer à partir de la stoechiométrie de la photosynthèse, 

que 1,8 g de CO2 permettra de produire environ 1 g de biomasse sèche. 

I.1.3.2. Mode hétérotrophe 

Certaines espèces ont la capacité d’assimiler directement du carbone organique produit par 

d’autres organismes. Dans cette voie hétérotrophe, l’incorporation de carbone dans la cellule 

est plus coûteuse d’un point de vue énergétique et entraîne des taux de croissance plus faible. 

Les substrats organiques « simples » préférentiels sont le glucose et l’acétate, bien plus 

intéressants d’un point de vue économique, les mélasses et effluents d’activité sucrière et 

laitière ont été également utilisés avec succès (Bumbak et al., 2011). Les microalgues de 

métabolisme hétérotrophe sont principalement cultivées dans des bioréacteurs fermés 

appelés fermenteurs (Sadi, 2012) à l'abri de la lumière et avec une alimentation en sucres 

(Lorne, 2011). 
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I.1.3.3. Mode mixotrophe 

La mixotrophie se définit comme la capacité des organismes à assimiler à la fois du carbone 

inorganique et du carbone organique. Le taux de croissance spécifique global sera 

sensiblement égal à la moyenne des taux de croissance obtenu dans les deux types 

trophiques. Cette propriété métabolique avantageuse est exploitée dans les filières 

industrielles de production de microalgues et de co-produits à haute valeur ajoutée (Lee, 

2004). 

Le tableau 1 représente les différents types nutritionnels des microalgues. 

Tableau 1 : Les différents types nutritionnels des microalgues (Cantin, 2010) 

Mode de nutrition Source d’énergie Source de carbone 
Photo-autotrophe 

Photo-hétérotrophe 

Chemo-autotrophe 

Chemo-hétérotrophe 

Radiation solaire 

Radiation solaire 

Composé inorganique 

Composé organique 

CO2 seulement 

CO2 et CO 

CO2 

Carbone organique 

I.1.4. Eléments majeurs constitutifs des microalgues 

Les besoins nutritifs des microalgues sont similaires à ceux des plantes supérieures (Becker, 

1994). 

Redfield (1934) a proposé une composition élémentaire C : N : P de 106 :16 :1. Cette 

composition est relativement constante dans le milieu naturel. Défini par Vonshak (1986) le 

milieu de culture devra satisfaire les besoins en éléments majeurs (ou macroéléments) C, H, 

N, O, P, S et en micro-éléments encore appelés éléments traces. Le tableau suivant (tableau 

2) indique des ordres de grandeurs pour les éléments majeurs constitutifs des microalgues.

Tableau 2 : Eléments majeurs constitutifs des microalgues (Steyer, 2013) 

Elément 
Composition cellulaire 

µg/mg du poids sec 
Elément 

Composition cellulaire 

µg/mg du poids sec 

C 176-650 Mg 0,5-75 

O 205-330 Fe 0,2-34 

H 29-100 Zn 0,005-1 

N 10-140 Mn 0,02-0,24 

Na 0,4-47 Si 0-230 

K 1-75 B 0,001-0,25 

P 0-80 Mo 0,0002-0,001 

S 1,6-16 Cu 0,006-0,3 

Co 0,0001-0,2 

Enfin, le fractionnement biochimique se répartit suivant 4 familles de molécules: protéines, 

lipides, sucres et acides nucléiques (tableau 3). Cette composition dépend des espèces et des 

conditions de culture. 
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Tableau 3 : Répartition du fractionnement biochimique d’une cellule de microalgue (d'après Sialve and Steyer, 

2013) 

Compartiment Fonction 
Ordre de grandeur 

(% massique) 

Protéines Structure et métabolisme 40-60 

Lipides Structure et réserve énergétique 5-60 

Sucres Structure et réserve énergétique 8-30 

Acides nucléiques 
Support, vecteur et régulateur de 

l'information génétique 
5-10 

I.1.5. Diversité et classification des microalgues 

Les microalgues constituent un groupe extrêmement diversifié, rassemblé autour d’une 

cohérence physiologique : la photosynthèse oxygénique (Andersen, 1992). Cette famille 

rassemblerait de plusieurs centaines de milliers à plusieurs millions d’espèces, parmi les 

quelles 47000 espèces sont décrites (Sharma and Rai, 2011) et seulement cinquante d’entre 

elles étudiées de manière détaillée dans les laboratoires de recherche et une dizaine d’espèces 

exploitées au niveau industriel et commercial (Hu et al., 2008). Elles ne sont pas regroupées 

en fonction de leur métabolisme énergétique ou encore en fonction de leur habilité à 

synthétiser les métabolites nécessaires, mais plutôt en fonction de leurs propriétés 

morphologiques (Fogg, 1953), la nature de leur cycle de vie, la nature chimique des produits 

photosynthétiques de réserve (produit d'accumulation intracellulaire), l’organisation de leurs 

membranes photosynthétiques (Carlsson et al., 2007) ou leur pigmentation. On distingue 

principalement deux grands groupes de microalgues. 

I.1.5.1. Les procaryotes 

Ce sont des organismes unicellulaires dépourvus de noyau et ne présentent que très rarement 

des organites cellulaires. 

 Les cyanophycées

Appelées également cyanobactéries, sont des microalgues procaryotes de coloration

bleue-verte qui présentent une forte tolérance vis-à-vis des températures extrêmes

(Pulz et al., 2004). Elles sont approximativement 2000 espèces dans ce groupe

(Alcaine, 2010) pouvant être divisées en 150 genres. Ces microalgues sont répandues

dans toutes les variétés d’habitats aquatiques. Les espèces les plus connues sont

Spirulina (Arthrospira) plantensis, Nostoc commune et Aphanizomenomflos-aquae

(Pulz et al., 2004).

 Les prochlorophyta

Présente une spécificité au niveau de la pigmentation avec une absence totale de

phycobiliprotéines, mais une présence de chlorophylle a et b (Pulz et al., 2004).

I.1.5.2. Les eucaryotes 

Ce sont des organismes uni ou pluricellulaires qui présentent une structure complexe 

contenant un noyau entouré d'une membrane ainsi que plusieurs organites intracellulaires. 

 Les bacillariophycées (diatomées)

Les diatomées sont considérées comme majoritaires, constituent le groupe dominant

du règne des microalgues avec plus de 100000 espèces connues. Elles se distinguent

des autres groupes par leur carapace de silicium et leur diploïdie. Elles mesurent de
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2 μm à 1 mm. Elles emmagasinent leurs réserves sous forme de chrysolaminarine, 

un polysaccharide, ainsi que sous forme d’huiles, elles sont d’ailleurs reconnues pour 

leur contenu en acides gras et sont responsables de 20% de la production carbonée 

océanique (Kroth et al., 2008). 

 Les dinophycées (dinoflagellées)

Les dinoflagellés sont des microalgues unicellulaires de couleur rouge-orangé et de

taille moyenne ou petite, entre 3 et 50 microns. Leurs deux flagelles leur permettent

d’effectuer des déplacements tournoyants et des migrations verticales. Dans le cas

des dinoflagellés de métabolisme hétérotrophe, les flagelles deviennent alors un

moyen leur permettant de capturer les matières organiques qui se trouvent dans leur

environnement. Cette classe regroupe beaucoup de microalgues toxiques. Ainsi, trois

espèces principales de dinoflagellés sont redoutées : Dinophysis (50 microns) qui

contient des toxines (DSP : DiarrheticShellfish Poison) responsables des troubles

gastro-intestinaux chez l’homme, Alexandrium (de 20 à 25 microns) qui produit des

toxines paralysantes (PSP : ParalyticShellfish Poison) et Gymnodinium (entre 20 et

25 microns) qui libère des toxines ayant une influence directe sur la faune marine,

comme une perte d’appétit.

 Les rhodophycées (microalgues rouges)

Les rhodophycées se distinguent par leurs plastes appelés « rhodoplastes » colorés

en rouge par les phycobiliprotéines (pigments surnuméraires), la présence des

synapses entre les cellules et d’amidon floridéen. Ces algues sont retrouvées plutôt

dans les eaux salées (ex., Porphyridium) et les eaux saumâtres mais très rarement

dans les eaux douces. Cette classe comprend près de 400 espèces présentant dans la

majorité des cas un métabolisme photoautotrophes ou photoorganotrophes. Bien que

certaines espèces contiennent des acides gras, leur utilisation pour produire du

biodiesel en absence de lumière ne semble pas envisageable. (Lechevalier et al.,

1977). 

 Les chlorophycées (microalgues vertes)

Les chlorophycées sont retrouvées dans tous types d’habitat. L’amidon et l’huile

constituent leurs principales réserves énergétiques. Parmi ce groupe, plusieurs

microalgues possèdent un métabolisme photoautotrophe, photohétérotrophe et

chemohétérotrophe. On dénombre actuellement 8000 espèces, dont 1000 sont des

chlorophytes marines (Alcaine, 2010).

Une des espèces les plus répandues est Chlorella vulgaris, une espèce très

intéressante pour la production de biodiesel en raison de sa contenance en acides

gras. On trouve également Chlamydomonas reinhardtii qui est une espèce modèle

dans de nombreuses études de laboratoire, Dunaliella ainsi que Haematococcus

(Pulz et al., 2004).

 Les chrysophycées

Ce sont des algues dorées qui se répandent essentiellement dans les eaux douces. On

répertorie environ 1000 espèces avec des caractéristiques similaires à celles des

diatomées du point de vue pigmentation et structure biochimique (Alcaine, 2010).
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 Les euglenophycées

Elles sont répandues dans les eaux saumâtres et douces. On compte plus de 800

espèces qui présentent des réserves constituées essentiellement d’une substance

glucidique, le « paramylon », et d’huile.

 Les prymnésiophycées (les haptophycées)

Les microalgues de ce groupe sont caractérisées par la présence d’un appendice

filamenteux nommé l’haptonème entre deux flagelles lisses. Ce dernier contient des

microtubules, dont la taille varie selon l’espèce, et qui permettrait l’adhésion à un

substrat, le déplacement voire la capture de proies. Parmi les genres appartenant à

cette famille on peut citer Chrysochromulina.

 Les eustigmatophyceae

Ce groupe constitue une petite division des microalgues, considérée comme une

lignée distincte (Adl et al., 2005). Ces microalgues se distinguent par leur coloration

vert-jaunâtre due à leur composition spécifique en pigments. En effet, elles

contiennent des chlorophylles de type a, sans chlorophylle b et c, et des principaux

pigments accessoires comme les violaxanthine et vaucheriaxanthin.

Le nombre d'espèces appartenant à cette classe diffère selon les sources

d'information. Selon Přibyl et al., (2012), la classe comporte environ 20 espèces

regroupées dans 11 genres. Tous les membres sont des microalgues unicellulaires

avec un ou plusieurs plastes pariétaux de couleur vert-jaunâtre, vivant

individuellement ou en colonies.

Leur environnement d'origine est le sol et l’eau douce. Seul le genre Nannochloropsis

renferme des espèces marines caractérisées par leurs petites tailles (2-4 μm). La

plupart des cellules des eustigmatophytes ont une forme coccoïde, c’est le cas de

Nannochloropsis. Il existe également d’autres morphologies cellulaires (ex., ovale,

ellipsoïdale ou irrégulière).

I.1.6. La photosynthèse 

Près de la moitié de l’activité photosynthétique sur terre est réalisée par des organismes 

aquatiques qui ne représentent pourtant que 1% de la biomasse totale (Falkowski and Raven, 

2007). La photosynthèse qui signifie littéralement « synthèse réalisée à l’aide de l’énergie 

lumineuse » est le processus par lequel les microalgues transforment l’énergie lumineuse en 

énergie chimique et fixent le carbone inorganique dissous (CID) (figure 3). Il en résulte la 

synthèse de matière organique et la production d’oxygène. Ainsi l’activité photosynthétique 

est la fixation du CO2 et la production d’O2 via les mécanismes de la photosynthèse. 

Elle se compose de deux phases indépendantes chimiquement et physiquement, mais liées 

par des intermédiaires communs et des régulations enzymatiques. 
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Figure 3 : La photosynthèse (réaction globale) (Falkowski and Raven, 2007) 

La photosynthèse se déroule dans les membranes thylacoïdiennes des chloroplastes où sont 

situés des pigments photorécepteurs (chlorophylles, caroténoïdes) (figure 4). Le chloroplaste 

est un organite typique des cellules végétales et a pour principal composant la chlorophylle 

(pigment vert), il est composé d’une phase aqueuse (stroma) et de couches de membranes 

lipoprotéiques : les thylacoïdes. Les thylacoïdes sont des « lamelles » disposées 

parallèlement à l’axe principal du chloroplaste, la membrane thylacoïdienne forme une 

vésicule plate, formant un espace intra-thylacoïdien : le lumen. Les membranes 

thylacoïdiennes sont majoritairement composées d’acides gras polyinsaturés (Hu, 2004). 

Figure 4 : Structure d'un chloroplaste (Hu, 2004) 

La photosynthèse permet la transformation de l’énergie lumineuse en énergie chimique grâce 

à la chaîne photosynthétique et au cycle de Calvin, cette dernière se déroule en deux phases : 

La phase photochimique dite éclairée (chaîne photosynthétique) qui dépend directement de 

la lumière : phase de conversion de l’énergie lumineuse en énergie chimique au niveau des 

membranes thylacoïdiennes. 

La phase dite obscure (cycle de Calvin), non dépendante directement de la lumière : phase 

de synthèse de matière organique (sucres) à partir de produits issus de la phase 

photochimique et du CO2 atmosphérique dans le stroma du chloroplaste. 

I.1.6.1. Phase photochimique 

La phase photochimique est la phase dite éclairée de la photosynthèse, elle se déroule dans 

les membranes thylacoïdiennes, en présence de lumière. La captation de l’énergie lumineuse 

s’effectue grâce aux pigments photorécepteurs présents dans la membrane des thylacoïdes. 

Les pigments majoritairement présents sont la chlorophylle et les caroténoïdes (comme le 
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bêta-carotène). Ces pigments sont regroupés dans les photosystèmes pour capter au mieux 

la lumière. Un photosystème est une entité composée d’une antenne et d’un centre 

réactionnel. L’antenne, intégrée dans la membrane thylacoïdienne, est composée de 

centaines de pigments associés à des protéines et des lipides. 

I.1.6.1.1. La lumière, source d’énergie des microalgues 

La lumière est un rayonnement électromagnétique, le rayonnement utile à la photosynthèse, 

appelé PAR (de l’anglais, Photosynthetically Active Radiation), a une longueur d’onde 

comprise entre 400 et 700 nm et qui correspond plus au moins à la plage de longueur d’onde 

de la lumière visible (figure 5). 

Figure 5 : Spectre d'absorption des pigments photosynthétiques (Tang et al., 2011) 

Plus spécifiquement, le spectre d’absorption de la chlorophylle est majoritairement le bleu 

et le rouge, avec un maximum d’absorption à 678 nm. Les caroténoïdes absorbent le plus de 

rayonnement entre 400 et 600 nm (avec un maximum à 440 nm (Richmond, 2004)). 

Les photosystèmes des microalgues n’exploitent pas l’ensemble du PAR mais seulement 35 

à 45% du rayonnement solaire. De plus, la photosynthèse de la plupart des microalgues est 

saturée à 30% des rayonnements solaires totaux soit un rayonnement de 1700 à 2000 

μmol.m-2. s-1 (Tang et al., 2011). 

I.1.6.1.2. Fonctionnement d’un photosystème et de la captation de l’énergie lumineuse 

Le photosystème est le lieu de la conversion de l’énergie lumineuse en énergie chimique. 

Lorsqu’un photon d’énergie h𝛎 frappe un pigment, il provoque le déplacement d’un électron 

vers une orbite atomique plus externe. Ce déplacement d’électron provoque un changement 

d’état de la chlorophylle qui va passer d’un état fondamental (chla) à un état dit excité ou 

instable, c'est-à-dire porteur d’énergie. Quand la chlorophylle excitée revient à son état 

fondamental, l’énergie emmagasinée est réémise sous forme de chaleur, de fluorescence ou 

d’énergie d’activation d’un autre pigment. 

𝐶ℎ𝑙𝑎 + ℎ𝜈 → 𝐶ℎ𝑙𝑎
∗ → 𝐶ℎ𝑙𝑎 + é𝑛𝑒𝑟𝑔𝑖𝑒 (1) 

Le pigment contigu est excité à son tour et l’énergie libérée va exciter un autre pigment et 

ainsi de suite jusqu’au centre réactionnel du photosystème où une chlorophylle dite « piège » 

est excitée et va émettre un électron (équation (1)). La chlorophylle piège sera alors oxydée 

(chla*). L’eau, par son oxydation, permettra à la chlorophylle de retrouver son état 

fondamental. L’électron émis va être pris en charge par différents couples d’oxydoréduction 

et va former la chaîne photosynthétique qui est un flux d’électron dans la membrane 

thylacoïdienne. 
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L’état excité d’un pigment dure très peu de temps (10-13 à 10-18 s) et la molécule retourne 

ensuite à son état fondamental. 

I.1.6.1.3. Principe de la chaîne photosynthétique 

Le rôle principal des réactions de la phase photochimique est de créer un réducteur 

biochimique : le NADPH (Nicotinamide Adenine Dinucleotide Phosphate) et un composé 

hautement énergétique : l’ATP (Adénosine TriPhosphate). Ces deux molécules sont 

nécessaires pour l’assimilation du carbone inorganique (Hu, 2004). 

La chaîne photosynthétique est composée de trois complexes macromoléculaires intégrés 

dans la membrane thylacoïdienne : le photosystème II (PS II), le complexe cytochrome b6/f 

et le photosystème I (PS I). La translocation des électrons entre les différents complexes 

s’effectue par de petites molécules, transporteurs d’électrons et de photons : les 

plastoquinones, plastocyanines et ferrédoxines (figure 6). Le transfert d’électron se fait en 

passant d’un couple rédox faible vers un potentiel redox plus élevé (figure 7). 

Figure 6 : La chaîne photosynthétique (Hu, 2004) 

La chaîne photosynthétique commence par un impact lumineux sur une antenne de réception 

accolée au photosystème II. Les photons captés, d’une longueur d’onde comprise entre 400 

et 700 nm, excitent les pigments jusqu’au centre réactionnel où la chlorophylle piège passe 

dans un état excité puis oxydé, libérant ainsi un électron. Le centre réactionnel du PS II 

fonctionne à un équivalent énergétique d’un photon à 680 nm et est nommé P680. 

L’énergie excédentaire contenue par les photons des longueurs d’ondes inférieures est 

réémise sous forme de chaleur ou de fluorescence. Le retour de la chlorophylle piège oxydée 

à un état fondamental s’effectue en réaction avec un complexe SZ qui va simultanément 

oxyder l’eau. L’oxydation de l’eau (ou photolyse) va produire de l’oxygène, des électrons et 

des protons. 

Les électrons issus de la photolyse de l’eau vont rejoindre les électrons issus de l’impact 

lumineux. Ces électrons sont transférés vers le complexe b6/f par des quinones (Q) puis des 

plastoquinones (PQ). Ce transfert spontané exergonique (qui libère de l’énergie) est couplé 

par un trajet endergonique de protons du stroma vers le lumen au niveau du complexe b6/f. 

Les électrons sont ensuite transférés par la plastocyanine (PC), qui opère dans le lumen, vers 

le photosystème I (PS I). Le PS I fonctionne à un équivalent énergique d’un photon à 700 

nm et fonctionne comme le photosystème II. Les électrons sont transférés à la ferrédoxine 

puis à la ferrédoxine NADP réductase qui va réduire le NADP+ en NADPH. 
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L’accumulation des protons, venant de la photolyse de l’eau et du pompage par le complexe 

b6/f entraine un gradient de protons dans le lumen du thylacoïde. Ce gradient va générer une 

force proton-motrice qui peut être utilisée pour la formation d’ATP. Le gradient entraine 

donc le passage spontané des protons par l’ATP synthétase, formant ainsi de l’ATP. Cette 

formation d’ATP, dépendante de la lumière est appelée phosphorylation. 

L’ensemble de cette chaîne réactionnelle donne l’équation globale de la phase 

photochimique acyclique (équation (2)). 

4ℎ𝜈 + H2O + NADP+ ADP + Pi → NADPH, H+ ATP +
1

2
O2 (2) 

L’équation (2) montre que quatre photons sont nécessaires pour former un ATP et un 

NADPH. 

La chaîne photochimique non cyclique est donc totalement dépendante des deux impacts 

lumineux sur les PS II et PS I qui abaissent leur potentiel d’oxydoréduction permettant ainsi 

le trajet spontané d’électron exergonique (générateur d’énergie). 

L’énergie va se trouver sous forme de coenzyme réduite de type NADPH, H+ en fin de chaîne 

mais aussi sous forme d’ATP (figure 7). 

La formation d’ATP (ou phosphorylation) peut aussi fonctionner de manière cyclique. Au 

niveau du PS I, les électrons émis par la chlorophylle reviennent réalimenter le complexe 

b6/f (shunt d’électron). Lorsqu’il y a une quantité suffisante de NADPH, leur production est 

bloquée, les électrons se recyclent pour produire plus d’énergie sans produire de NADPH. 

Figure 7 : Schéma Z de la photosynthèse (Hu, 2004) 
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I.1.6.2. Phase d’assimilation de CO2 ou phase obscure (non dépendante de la lumière) 

Cette phase se déroule dans le stroma et ne nécessite pas directement de la lumière. Cette 

phase va réduire le CO2 en matières organiques (glucides, lipides et protéines) (Zeng et al., 

2011). L’ATP et le NADPH, H+ formés lors de la phase photochimique sont nécessaires 

pour la fixation du carbone. Le CO2 va interagir avec le ribulose 1-5, diphosphate dans une 

réaction catalysée par l’enzyme nommée RubisCo. Cette enzyme est donc responsable de la 

fixation catalytique du CO2 dans la cellule (Langley et al., 2012). La fixation de carbone est 

dépendante des produits créés pendant la phase éclairée mais ne dépend pas directement de 

l’énergie lumineuse. Par contre cette phase a besoin d’un apport continu en ribulose 1-5, 

diphosphate. Cette molécule est régénérée lors du cycle de Calvin (figure 8). Le cycle de 

Calvin est composé de trois phases : la phase de carboxylation (intégration du CO2), la phase 

de réduction, la phase de régénération (Hu, 2004). 

Pour une molécule de CO2 fixée, trois molécules d’ATP et deux molécules de NADPH, H+ 

sont consommées. 

Dans des conditions optimales, 10 à 16 moles de photons sont nécessaires pour fixer une 

mole de CO2 (Richmond, 2004). En théorie huit moles de CO2 sont nécessaires. Les moles 

en plus correspondent aux besoins minimums de la cellule en énergie. (Cadoret and Bernard, 

2008). 

Figure 8 : Cycle de Calvin (Cadoret and Bernard, 2008) 
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I.1.7. La respiration cellulaire 

Quand il n’y a plus de source lumineuse, la microalgue continue de produire de l’ATP et du 

NADPH par respiration cellulaire ou respiration mitochondriale. La respiration cellulaire a 

lieu dans les mitochondries, son fonctionnement est basé sur le même principe que la 

photosynthèse, c'est-à-dire le transfert d’électron d’un complexe membranaire à un autre 

(figure 9). 

Quatre complexes multienzymatiques localisés dans la membrane interne des mitochondries 

forment la chaîne respiratoire. Ces complexes vont transporter les électrons jusqu’à la 

transformation d’oxygène en eau. Les complexes sont aussi des pompes à protons, ils 

s’accumulent dans l’espace inter membranaire, créant un gradient de protons. Ce gradient 

de protons permet la synthèse d’ATP par l’ATP synthétase. 

La respiration cellulaire permet la consommation d’oxygène et la formation d’ATP, mais 

elle ne produit pas de NADPH, essentielle pour la fixation de dioxyde de carbone. Lors de 

la production de microalgues, 25% de la biomasse produite pendant la journée est perdue 

durant la nuit à cause de la respiration cellulaire, cette perte peut être réduite par un 

abaissement de la température (Chisti, 2007). 

Figure 9 : La chaîne respiratoire (Chisti, 2007) 

I.1.7.1. Photorespiration 

La photorespiration est un processus compétitif avec la première phase du cycle de Calvin. 

L’enzyme catalysant la réaction d’intégration du CO2 peut agir comme une oxygénase pour 

catalyser la réaction de l’oxygène avec la ribulose phosphate. L’enzyme RubisCo a plus 

d’affinité avec l’oxygène qu’avec le dioxyde de carbone, c’est pour cela qu’une 

concentration élevée en oxygène inhibe la photosynthèse. La photorespiration diminue de 

20 à 30% l’efficacité de la photosynthèse (Zeng et al., 2011). Pour éviter ce phénomène, 

l’air pour les cultures de microalgues est enrichi en CO2. 

I.1.8. Molécules d'intérêts produites par les microalgues 

L’intérêt majeur de la culture de microalgues est la production de molécules à hautes valeurs 

ajoutées. Les microalgues sont une source importante de lipides, de protéines, de 

polysaccharides et de pigments. 

I.1.8.1. Les lipides 

Les lipides sont des constituants indispensables des cellules de microalgues. On les retrouve 

au niveau structural (phospholipides constitutifs des membranes) et énergétique (molécules 

de réserve). Globalement, les microalgues peuvent être composées de lipides à hauteur de 
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16 à 75% de leur masse sèche en fonction des espèces (Harun et al., 2010). Les microalgues 

stockent les lipides sous forme de triacylglycérols (ou triglycérides). Les triacylglycérols 

sont composés de trois molécules d’acide gras et d’un glycérol. Les microalgues contiennent 

une grande variété d’acides gras, dont la composition varie en fonction des espèces. Ainsi il 

existe des microalgues oléagineuses ayant de fortes teneurs en lipides telles que 

Pseudochlorococcum sp. (Chlorophyceae) (Li et al., 2011) ou Nannochloropsis oceanica 

(Eustigmaphycea) (Wan et al., 2013) qui peuvent accumuler des lipides à hauteur de 

respectivement 52% et 65%. 

Les microalgues produisent des acides gras spécifiques qui peuvent trouver différentes 

utilisation (agroalimentaire, pharmaceutique, bioraffinerie, etc.). Les lipides sont 

principalement utilisés pour la fabrication de biocarburants. Les microalgues produisent des 

lipides neutres faiblement insaturés qui sont donc propices à la formation de biodiesel (Harun 

et al., 2010). Dans le cas de Nannochloropsis oceanica, les principaux acides gras identifiés 

ont été l’acide hexadecadiénoique (C16 :2), l’acide palmitique (C16 :0) et l’acide oléique 

(C18 :1) avec 65% de lipides saturés et 26-33% de mono-insaturés. Même si toutes les 

microalgues produisent majoritairement des triacylglycérols qui contiennent des acides gras 

en C16 et C18, il est possible de trouver des compositions variables en fonction des espèces 

et des conditions de culture. Ainsi, les microalgues vertes de l’espèce Chlorella vulgaris 

accumulent des C18 :1, C18 :2 (acide linoléique), et des C18 :3 (acide linolénique) (Pignolet 

et al., 2013) tandis que les C16 :0, C18 :1 et C18 :2 sont les principaux acides gras produits 

par les microalgues appartenant au genre Scenedesmus (Vidyashankar et al., 2013).  

Les microalgues sont aussi des producteurs d’omégas trois qui peuvent être extraits et utilisés 

comme complément alimentaire pour l’Homme. Les microalgues synthétisent également des 

acides arachidonique et eicosapentaenoique (EPA) et linoléique. L’EPA et l’acide 

arachidonique peuvent moduler le métabolisme humain. L’acide arachidonique est un 

composant des membranes phospholipidiques et est précurseur des prostaglandines, alors 

que l’EPA est précurseur des eicosanoïdes (Rebelloso Fuentes et al., 2000). D’autre part, les 

acides gras insaturés de certaines microalgues comme ceux produits par les microalgues du 

genre Nitzschia limitent la formation de molécules pathogéniques (produit final de glycation 

avancée) responsable de complications dans le diabète. La consommation de ces 

microalgues est bénéfique pour les rats diabétiques (Sun et al., 2010). 

L’environnement et les conditions de cultures impactent la composition et la teneur en 

lipides des microalgues. Chez Scenedesmus, les triacylglycérols diminuent avec la 

température. A des températures moyennes (20-25°C) le degré d’insaturation des acides gras 

est plus faible et les acides gras sont à 60-70% à chaines longues (C22 : acide docosanoïque), 

acides gras qui sont absents pour les autres températures (10-30°C). A 10°C les lipides 

contiennent une majorité de C18 :3 (linolénique) (+ de 80%), à 30°C ils possèdent 50% de 

C18 :1, (n-9) (acide oléique). Les C18 :2, (n-7) (acide linoléique) sont présents à toutes les 

températures (10°C, 20°C, 25°C et 30°C). Chez les espèces appartenant aux genres Chlorella 

et Scenedesmus les températures supérieures à la température optimale de croissance 

permettent une augmentation des C16 et une diminution des C18 (Xin et al., 2011 ; Han et 

al., 2013). 

a) Production de lipides

En comparaison avec les plantes supérieures, le métabolisme des lipides, et en particulier les 

voies de biosynthèse des acides gras et des triglycérides, ont été peu étudiées chez les 

microalgues (Hu et al., 2008). Mais, en se basant sur l’homologie des séquences des gènes 

impliqués dans le métabolisme lipidique isolés des algues et des plantes supérieures, il est 

en général admis que les voies de base de la biosynthèse des acides gras et des triglycérides 
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chez les microalgues sont très proches de celles mises en évidence chez les plantes 

supérieures. 

b) Localisation de la production des lipides

Comme chez les végétaux terrestres, certaines espèces de micro-algues peuvent accumuler, 

dans certaines conditions de culture, le carbone fixé, sous forme de lipides appelés 

triglycérides. Les lipides stockés constituent alors une réserve de carbone pour la micro-

algue. En conditions normales, ces teneurs restent faibles, comprises entre 20 et 50%, et les 

lipides sont principalement constitués de phospholipides et de glycolipides (constituants des 

membranes). Cependant certaines espèces sont capables d'accumuler jusqu'à 80% de leur 

poids sec en lipides (Bigogno et al., 2002 ; Chisti, 2007). Ainsi, les familles d'algues 

suivantes sont les plus productrices de lipides : Chlorophycées (ex : Chlorella vulgaris), 

Chrysophycées (ex : Diatomées) et Bacillariophycées (ex : Chaetoceros calcitrans). 

Le stockage de lipides résulte d'un déséquilibre transitoire entre le flux de carbone issu de la 

photosynthèse et le flux d'autres éléments nécessaires à la croissance (phosphore ou azote). 

La cellule, qui est carencée en l'un de ces éléments, n'interrompt pas immédiatement 

l'acquisition du CO2 nécessaire à la photosynthèse, alors qu'elle ne peut pas l'utiliser pour 

construire des protéines puisque, par exemple, l'azote est manquant. Elle doit donc stocker 

ce flux, et chez certaines espèces, ce stockage a lieu principalement sous forme de lipides. 

Ainsi, on observe chez ces espèces de micro-algues des organites particuliers : les 

oléoplastes. 

Les oléoplastes sont des organites spécifiques des cellules végétales spécialisés dans le 

stockage des lipides, essentiellement sous forme de plastoglobules (gouttelettes lipidiques 

sphériques de triglycérides synthétisés à partir d'acides gras venant des chloroplastes). Ce 

sont des plastes sans pigments, et plus spécifiquement des leucoplastes. Ils sont souvent 

associés aux membranes des thylakoïdes. 

c) Mécanisme de la lipogenèse et lipides produits

La biosynthèse des acides gras et des lipides répond à deux impératifs dans la cellule : 

 Fourniture des acides gras nécessaires à la synthèse des lipides de structure ;

 Mise en réserve de l'énergie.

La biosynthèse des acides gras se fait dans le cytosol alors que leur dégradation par ß-

oxydation se fait à l’intérieur des mitochondries. Toute biosynthèse comme la synthèse des 

lipides nécessite : 

 De l'énergie apportée par l'ATP ;

 Du pouvoir réducteur, fourni sous forme de NADPH, H+ provenant essentiellement

du fonctionnement de la voie des pentoses phosphates ;

 Des précurseurs, le seul précurseur de la synthèse des acides gras est l'acétyl-CoA.

L'acétyl-CoA provient de : 

 La ß-oxydation des acides gras (intramitochondriale) ;

 L'oxydation du pyruvate (mitochondriale) ;

 La dégradation oxydative des acides aminés dits cétogènes.
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L'acétyl-CoA, quelque soit son origine, est formé dans la mitochondrie. Pour servir de 

précurseur dans le cytosol à la synthèse des acides gras, il doit être exporté de la matrice 

mitochondriale vers le cytosol. Seul le radical acétyle est transporté à travers la membrane 

interne par le système citrate. 

d) Les types de lipides produits

Les lipides constituent un groupe très hétérogène de composés. Cette hétérogénéité n’est pas 

seulement basée sur la structure, mais plutôt sur la polarité des différents composés. Donc, 

en se basant sur la polarité des lipides, on peut les classifier en deux groupes : lipides polaires 

et lipides neutres (non polaires) (Huang et al., 2010). En général, les lipides polaires sont 

essentiellement constitués des glycolipides et des phospholipides qui sont des constituants 

structuraux et fonctionnels des membranes cellulaires (paroi de la cellule entière) et des 

membranes des organelles intracellulaires (ex, chloroplaste et mitochondries). Les lipides 

neutres, ou autrement dit les lipides non polaires, ne renferment aucune partie hydrophile. 

Ils sont majoritairement constitués des triglycérides, qui sont des lipides intracellulaires. 

Contrairement aux lipides polaires, les triglycérides ne remplissent pas un rôle structural 

mais servent principalement pour le stockage d’énergie et de carbone par la cellule. 

e) Facteurs permettant d’augmenter la synthèse lipidique

Chez certaines espèces, il est possible d'augmenter significativement la production de lipides 

par un stress. Les stress identifiés peuvent être de différentes natures (Sheehan et al., 1998). 

Les conditions de carence en azote sont connues pour stimuler la production de lipides. Pour 

les diatomées, une limitation par la silice conduit également à la production de lipides. 

L'augmentation soudaine de l'intensité lumineuse produit un effet similaire. Enfin, un choc 

thermique, de même qu'un choc osmotique stimule également la production de lipides 

(Takagi et al., 2006), mais il semble que ces deux derniers stress favorisent davantage les 

lipides polaires (phospholipides et gly-colipides) associés aux membranes cellulaires. 

Les teneurs en lipides (qui seront alors principalement constituées de triglycérides) sont 

considérablement accrues et peuvent atteindre 80% de la matière sèche (Metting, 1996). Ces 

conditions de fortes productivités ne peuvent toutefois pas être maintenues pendant de 

longues durées : elles conduisent le plus souvent à un arrêt de la croissance, puis, après un 

laps de temps, à la remobilisation des réserves lipidiques ainsi produites. 

I.1.8.2. Les protéines 

Les microalgues produisent une quantité non négligeable de protéines à hauteur de 6 à 71% 

de leur masse sèche en fonction des espèces (Becker, 2007). A titre d’exemple, Chlorella 

vulgaris accumule jusqu’à 46% de protéines et Arthrospira platensis 70% (Pignolet et al., 

2013). Les protéines issues des microalgues constituent donc une fraction importante de la 

biomasse et sont une source importante d’acides aminés dont des acides aminés essentiels 

(Pignolet et al., 2013). Les protéines produites par Arthrospira platensis sont à plus de 90% 

digestibles et contiennent 60% d’acides aminés essentiels (Dillon and Phan, 1993). Chez 

Scenedesmus obliquus, 30 à 45% des acides aminés totaux sont des acides aminés essentiels 

(Becker, 2007). 

La production de protéines par les microalgues diminue logiquement lors de carences en 

Azote et est maximale lorsque les microalgues sont en phase exponentielle de croissance 

(Ho et al., 2013 ; Wang et al., 2013). La part de protéines est généralement sous-évaluée par 

rapport aux produits secondaires tels que les acides gras insaturés ou les pigments, pour des 

applications médicales, pharmaceutiques et nutraceutiques. Aujourd'hui, il n'existe toujours 
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pas de demandes importantes d’extraits de protéines de microalgues purifiées car la présence 

de composants non protéiques conduit généralement à des changements indésirables dans la 

couleur ou le goût des protéines. Néanmoins, les efforts se tournent maintenant vers le 

potentiel génétique impressionnant des microalgues d'une part, et les activités spécifiques 

des protéines de microalgues d’autre part. Certaines biomasses algales sont cependant déjà 

utilisées comme compléments dans l'alimentation humaine et animale (aquaculture) en 

raison de leur haute teneur en protéines (Harun et al., 2010). 

I.1.8.3. Les pigments et les antioxydants 

Les microalgues produisent des pigments indispensables à la photosynthèse. Elles possèdent 

toutes de la chlorophylle et des caroténoïdes (figure 10) en quantités variables, certaines 

produisent même des phycobilines. Les pigments sont des molécules complexes, qui ont la 

capacité de changer la couleur de la lumière réfléchie ou transmise en fonction de 

l'absorption de longueurs d'onde spécifiques. Les microalgues bleues et rouges contiennent 

des phycobilines comme la phycoérythrine et la phycocyanine qui sont liées de façon 

covalente à des protéines spécifiques pour former les phycobiliprotéines constitutives du 

phycobilisome. Les caroténoïdes peuvent être violets, jaunes ou rouges. Ce sont des 

molécules liposolubles dont la structure de base est un enchaînement de huit unités 

isopréniques (2-méthyl 1,3-butadiène) possédant de nombreuses doubles liaisons 

conjuguées responsables de leur coloration. La majorité des caroténoïdes possèdent des 

cycles à l’une ou aux deux extrémités. 

Figure 10 : Structure des principaux caroténoïdes de microalgues (Guaratini et al., 2009) 

L'accumulation de caroténoïdes secondaires est généralement considérée comme une 

stratégie de survie employée par les algues en situation de stress photo-oxydatif ou d'autres 

conditions environnementales défavorables (Hu et al., 2008). Les plus importants sont le 

bêta-carotène et la lutéine jaune de couleur rouge-orange. Les xanthophylles et phycobilines 
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sont des composés de grande valeur pour les applications industrielles. Les microalgues 

eucaryotes Chlorella vulgaris, Dunaliella salina, Haematococcus pluvialis sont des 

organismes producteurs de pigments (Pignolet et al., 2013). Les microalgues acidophiles de 

l’espèce Chlamydomonas acidophila accumulent aussi des caroténoïdes de type bêta-

carotène, lutéine, zéaxanthine et violaxanthine (Cuaresma et al., 2006). 

Les pigments tels que les caroténoïdes (orange-rose) et les phycoérythrines (rouge) sont 

utilisés comme colorants en cosmétique et en industries agro-alimentaires (Rebelloso 

Fuentes et al., 2000). Ils peuvent également être utilisés pour leur fluorescence, dans les 

immunotests diagnostiques (Mihova et al., 1966). Les pigments ont aussi des activités 

biologiques. Par exemple la chlorophylle, qui est un agent chélatant, peut être utilisée comme 

traitement dans les ulcères pour la régénération des tissus du foie (Harun et al., 2010). 

Les microalgues sont exposées à des stress oxydatifs et doivent donc produire des 

antioxydants. L’assimilation de l’oxygène par les organismes peut entraîner la formation de 

dérivés dangereux parmi lesquels l’oxygène singulet et les radicaux libres qui provoquent 

des dommages cellulaires. Ces formes très réactives ont un rôle important dans diverses 

pathologies chroniques (cancer, athérosclérose, arthrose, Parkinson…) ou aiguës 

(inflammation, choc septique…) (Klein et al., 2012). Les antioxydants sont des composés 

capables de réduire les radicaux libres et de prévenir l’oxydation de molécules sensibles à 

l’oxydation tels que les lipides ou les acides aminés. Le coenzyme Q10, l’alpha-tocophérol, 

l’ubiquinone ou la plastoquinone sont des molécules présentes chez les microalgues et ayant 

un pouvoir antioxydant (Mallick and Mohn, 2000). 

Les superoxydesdismutases (SOD), qui sont des enzymes anti-radicalaires, sont également 

abondantes chez certaines microalgues telles que les porphyridiales. Ces enzymes présentent 

un double intérêt comme traitement dans les pathologies accompagnées d’une forte 

augmentation de radicaux libres (notion de thérapies antioxydantes) et en cosmétique dans 

l’élaboration de soins anti-âge (Mallick and Mohn, 2000). 

I.1.8.4. Les glucides 

Les saccharides ou glucides sont les macronutriments les plus répandus dans la matière 

vivante et la majeure partie d’entre eux est produite lors de la photosynthèse. Ils représentent 

5% de la masse sèche des animaux et jusqu’à 70% de celle des végétaux. Les glucides sont 

composés de carbone, d’hydrogène et d’oxygène selon la formule Cn (H2O) n. Les glucides 

simples ou monosaccharides sont l’unité de base des saccharides. Ils sont porteurs d’au 

moins trois carbones (trioses), de deux fonctions alcools (OH), d’une fonction carbonyle 

(fonction aldéhyde (-CHO) ou cétone (-C=O), et parfois d’une fonction amine (-NH2) ou 

carboxylique (-COOH). Les monosaccharides peuvent être reliés entre eux par des liaisons 

O-glycosidiques et le nombre d’unités constitutives permet de déterminer le degré de 

polymérisation de ces polymères afin de les classer en deux catégories : les oligosaccharides 

composés de 2 à 10 monosaccharides et les polysaccharides constitués de plus de 10 

monosaccharides. Les saccharides sont soit des holosides composés uniquement d’oses, soit 

des hétérosides composés d’oses et d’une partie non osidique dite aglycone. Les différents 

types de monosaccharides et de liaisons formées entre les unités principales permettent une 

grande variation de structure. La liaison osidique qui résulte d’une réaction de condensation 

entre deux oses, peut se faire entre l’hydroxyle porté par le carbone anomérique d’un ose et 

n’importe lequel des groupements hydroxyles d’un autre monosaccharide entraînant la 

formation d’une large gamme de macromolécules linéaires ou ramifiées. Tous ces 

paramètres participent à la diversité des polysaccharides qui peut encore être augmentée par 

la substitution des hydroxyles par des groupements non sucres de faibles tailles. 
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Les polysaccharides sont des molécules de haute masse molaire pouvant atteindre plusieurs 

millions de g.mol-1. Les saccharides peuvent avoir plusieurs fonctions cellulaires. Ils peuvent 

jouer le rôle de molécules de réserve pour le stockage de l’énergie (amidon et glycogène) 

par les cellules. Ils peuvent faire partie intégrante d’autres familles moléculaires et avoir un 

rôle important dans le stockage de l’information et la communication cellulaire. C’est le cas 

des acides nucléiques (polyriboses et polydesoxyriboses), des glycosylations de protéines 

(glycoprotéines) ou de lipides (lipopolysaccharides), des glycosaminoglycanes (héparine, 

acide chondroïtique, hyaluronane…). Ils peuvent également avoir un rôle dans le maintien 

et la résistance des tissus ou des cellules. Dans ce dernier cas, on peut citer certains 

mucopolysaccharides, la cellulose, la chitine ou encore le peptidoglycane. 

I.2. Culture des microalgues 

I.2.1. L’impact des paramètres de culture sur la croissance des microalgues 

La culture de microalgues est soumise à l'influence de plusieurs paramètres 

environnementaux physiques ou biologiques qui sont dépendants des caractéristiques 

intrinsèques de l'espèce algale et de la géométrie du système de production. Ces paramètres 

affectent non seulement l'activité photosynthétique et la productivité en biomasse, mais 

également le comportement physiologique et métabolique des microalgues dans la culture 

(Richmond, 2004). Ce sont la lumière, la température, le pH, la salinité, les éléments 

nutritifs, la concentration de l'oxygène dissous et la présence d'éléments toxiques (Kumar et 

al., 2010). 

D'autres paramètres liés au fonctionnement hydrodynamique du réacteur, tels que le temps 

de séjour, la vitesse du transfert gazeux et le degré d'homogénéité du milieu, peuvent jouer 

sur la disponibilité des nutriments et de l'énergie lumineuse (Kumar et al., 2010). 

I.2.1.1. Le carbone 

Les microalgues peuvent assimiler une grande variété de formes de carbone inorganique ou 

organique selon les espèces. Le glucose, l’acétate, le glycérol, le fructose, le sucrose, le 

lactose, le galactose et le mannose sont des exemples de formes de carbone organique qui 

peuvent être assimilées par certaines microalgues (Chen et al., 2011). À l’inverse, c’est le 

CO2 (ou le HCO3
-) qui est la source de carbone inorganique utilisée. Selon les conditions 

dans lesquelles elles se trouvent, les microalgues peuvent modifier le type de carbone 

qu’elles utilisent et le moyen dont elles acquièrent leur énergie. 

La croissance cellulaire est stimulée par l’augmentation de la concentration de CO2 

(concentration optimale). Pour une concentration de CO2 supérieure à la concentration 

optimale définie lors des études, l’effet est négatif. 

De par la complexité des relations entre CO2, l’environnement et la cellule il est essentiel de 

prendre en compte l’ensemble des paramètres environnementaux dans l’étude de l’effet de 

CO2 sur les cultures de microalgues en photobioréacteur. £££££ 

I.2.1.2. Le substrat azoté 

Pour le développement des microalgues, l’azote est indispensable. En effet, c’est un élément 

constitutif des acides aminés qui composent les protéines et il représente entre 1 et 10% de 

la biomasse sèche. Dans des cultures en auto- et hétérotrophie les sources d’azote sont 

principalement minérales (NH4
+, NO3

- et NO2
-) mais il existe également des sources 

organiques telles que l’urée et les acides aminés. Lors de l’assimilation des nitrates il y a 

augmentation du pH. Cette assimilation est très énergétivore pour la cellule et nécessite une 

consommation importante de protons. Les nitrates sont transportés dans les cellules puis ils 
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sont réduits en nitrite par une nitrate réductase. Cette réaction utilise 2 électrons. Il existe un 

lien entre le métabolisme de l’azote et celui du carbone. En effet, les glucides sont des 

activateurs de la transcription des nitrates réductases. 

Les nitrites sont réduits dans la cellule en ammonium par une nitrite réductase. Cette réaction 

nécessite 6 électrons et 8 protons ce qui conduit à l’augmentation du pH de la cellule. 

L’ammonium est associé à du cétoglutarate pour former du glutamate via l’activité de la 

glutamate déshydrogénase (enzyme présente dans les mitochondries et les chloroplastes). Il 

peut également être associé au glutamate pour générer de la glutamine après action de la 

glutamine synthétase. La glutamine et le glutamate peuvent ensuite être utilisés pour la 

biosynthèse d’acides aminés (transamination) et donc de structures protéiques. 

La nature de la source d’azote influence la production et le métabolisme des microalgues. 

L’ammonium (NH4
+) et les acides aminés tel que la L-arginine sont les sources d’azote les 

plus assimilables par les microorganismes. La L-glutamine, les nitrates (NO3
-) et les nitrites 

(NO2
-) sont aussi des sources d’azote utilisables par la plupart des microalgues, 

contrairement à l’urée et à d’autres formes d’azote organique de nature non acide aminé 

(Perez-Garcia et al., 2011). 

Comme indiqué précédemment, les métabolismes de l’azote et du carbone sont fortement 

liés. 

En présence d’azote, le flux de carbone (issu de la fixation du CO2) est dirigé vers la 

glycolyse (au détriment de la synthèse de saccharose, d’amidon ou de lipides) pour permettre 

la production de précurseurs d’acides aminés (Morot-Gaudry, 1997). Par conséquent, 

lorsque le milieu de culture des microalgues est carencé en azote, la croissance des 

microalgues diminue. Elles entrent en phase stationnaire et accumulent des lipides 

(triacylglycérols) et/ou des glucides, au détriment des protéines et des pigments (Ho et al., 

2012) Ce phénomène induit un accroissement du volume cellulaire (Lamers et al., 2012). 

I.2.1.3. Le phosphore 

Le phosphore est un atome indispensable à la vie des organismes. Il participe à de nombreux 

processus métaboliques, notamment au travers des échanges d’énergie (ATP), dans la 

formation des acides nucléiques et des phospholipides (Prescott et al., 2003). Le phosphore 

est peu répandu dans la nature. Le phosphore est assimilable par les cellules lorsqu’il est 

sous forme de phosphate inorganique ou dans les molécules organiques solubles. Dans le 

dernier cas, les molécules peuvent être rendues assimilables par les espèces autotrophes qui 

utilisent des phosphatases pour hydrolyser les groupes phosphates. L’assimilation du 

phosphore est régulée par un processus ionique et chimique (Falkowski and Raven, 2007). 

Il entre dans la cellule par un transport actif à travers la membrane cellulaire qui est activé 

directement ou indirectement par l’ATP (Raven, 1984). 

I.2.1.4. Les microéléments 

Les microéléments sont des éléments présents dans le milieu en très faible quantité. Dans le 

milieu naturel leur concentration va varier en fonction des époques de l’année, des conditions 

environnementales ou bien des pollutions anthropogéniques. En laboratoire, leurs limitations 

sont rarement rencontrées car les milieux de culture sont adaptés pour éviter tout manque de 

ces éléments. Les changements de concentration vont avoir des répercussions sur la cellule 

de microalgue. 

Chez Isochrysis galbana une carence en fer va se traduire par une baisse de la densité 

cellulaire, de la taille des cellules, de la quantité de chlorophylle, de protéines et de 

polysaccharides intracellulaires, une baisse de l’activité de l’anhydrase carbonique et une 
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diminution de l’incorporation des autres nutriments (azote, phosphore, carbone) (Valera et 

al., 2011). L’anhydrase carbonique étant une métalloenzyme contenant du zinc, une baisse 

de son activité en réponse à une carence en zinc peut se répercuter sur tout le métabolisme 

du carbone de la cellule et donc sur la production des métabolites intracellulaires. Les 

limitations en microéléments visent souvent le fonctionnement de l’appareil 

photosynthétique. Par exemple une trop faible concentration en sulfure va diminuer le flux 

d’électrons au niveau de l’appareil photosynthétique (Rochaix, 2001) et une baisse de la 

concentration de fer va induire une baisse des constituants de l’appareil photosynthétique 

(PSI, PSII, cytochromes) car ceux-ci possèdent de nombreux co-facteurs contenant du fer 

(Terauchi et al., 2010). De même, le cuivre étant présent dans de nombreuses enzymes de 

l’appareil photosynthétique, sa limitation impacte le métabolisme de photosynthèse 

(Rochaix, 2001). Mais d’autres processus intracellulaires peuvent être concernés ; c’est le 

cas du métabolisme de l’azote dont l’assimilation dans la cellule est diminuée lors d’une 

carence en molybdène dans le milieu (Glass et al., 2009). 

Une augmentation de ces éléments dans le milieu va à l’inverse avoir un impact positif sur 

les cellules. C’est le cas du magnésium ou du fer qui permettent l’augmentation de la 

concentration cellulaire lorsqu’ils sont en plus forte concentration (Dragore, 2011). 

Seulement cet effet positif a lieu jusqu’à une certaine concentration, à partir de laquelle ces 

composés deviennent toxiques pour la cellule. Ainsi le fer en trop forte quantité dans la 

cellule, va endommager les membranes biologiques, les protéines ou bien encore l’ADN 

(Estevez, 2001). De même le zinc à des concentrations trop importantes bloque la croissance 

des algues (Varela et al., 2011). Face à ces variations de concentration dans le milieu, les 

algues offrent un large panel d’adaptations physiologiques qui leur permettent de survivre. 

Chez Chlorella vulgaris par exemple, il existe une hormone, la brassinolide, qui aide la 

cellule à contrer les effets cytotoxiques de fortes concentrations de métaux lourds (cuivre, 

plomb, cadmium) (Bajguz, 2010). Pour le cuivre, il existe des mécanismes qui permettent 

de réguler son assimilation lorsque sa concentration dans le milieu est trop faible pour 

l’algue. Ces mécanismes se traduisent, entre autres, par l’expression spécifique de certains 

gènes (La Fontaine et al., 2002). De même, l’appareil photosynthétique de la cellule peut lui 

aussi présenter des modifications afin de s’adapter à une carence du milieu. C’est le cas pour 

des limitations en fer, où par exemple, les antennes collectrices de photons vont être 

réorganisées de façon à s’adapter aux modifications physiologiques de la cellule carencée et 

de limiter les phénomènes de dommage cellulaire liés à la lumière, tout en optimisant 

l’activité photosynthétique (Michel and Pistorius, 2004). Seulement cet effet positif a lieu 

jusqu’à une certaine concentration, à partir de laquelle ces composés deviennent toxiques 

pour la cellule. Ainsi le fer en trop forte quantité dans la cellule, va endommager les 

membranes biologiques, les protéines ou bien encore l’ADN (Estevez, 2001). De même le 

zinc à des concentrations trop importantes bloque la croissance des algues (Varela et al., 

2011). 

Face à ces variations de concentration dans le milieu, les algues offrent un large panel 

d’adaptations physiologiques qui leur permettent de survivre. Chez Chlorellavulgaris par 

exemple, il existe une hormone, la brassinolide, qui aide la cellule à contrer les effets 

cytotoxiques de fortes concentrations de métaux lourds (cuivre, plomb, cadmium) (Bajguz, 

2010). Pour le cuivre, il existe des mécanismes qui permettent de réguler son assimilation 

lorsque sa concentration dans le milieu est trop faible pour l’algue. Ces mécanismes se 

traduisent, entre autres, par l’expression spécifique de certains gènes (La Fontaine et al., 

2002). De même, l’appareil photosynthétique de la cellule peut lui aussi présenter des 

modifications afin de s’adapter à une carence du milieu. C’est le cas pour des limitations en 

fer, où par exemple, les antennes collectrices de photons vont être réorganisées de façon à 
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s’adapter aux modifications physiologiques de la cellule carencée et de limiter les 

phénomènes de dommage cellulaire liés à la lumière, tout en optimisant l’activité 

photosynthétique (Moseley et al., 2002 ; Michel and Pistorius, 2004). 

I.2.1.5. La lumière 

La lumière est un des facteurs indispensables au métabolisme photosynthétique des 

microalgues. L'apport de l'énergie lumineuse peut se produire de manière naturelle grâce à 

l'énergie solaire ou bien artificiellement grâce à des tubes fluorescents émettant de la lumière 

à une longueur d'onde bien spécifique. En dehors de toute limitation minérale, la lumière 

reste le principal facteur limitant pour la culture des microalgues. Au sein d’une culture, ce 

substrat n’est jamais homogène du fait de l’absorption de lumière par les cellules. 

On rencontre plusieurs types de comportement des microalgues selon le degré d’illumination 

(figure 11) : 

 Phase de respiration (en absence de lumière) : réactions métaboliques de

consommation de l’oxygène et de rejet de dioxyde de carbone ;

 Phase de limitation : liée à un apport insuffisant d’énergie lumineuse (faible

intensité lumineuse, trajet lumineux élevé, géométrie non favorable du réacteur) ou

au phénomène d'ombrage cellulaire mutuel induit par une forte concentration

cellulaire (Kumar et al., 2011) ;

 Phase de saturation : traduite par un rendement photosynthétique maximal ;

 Phase d'inhibition : définie par une perte de l'activité photosynthétique en raison

d'une trop forte intensité lumineuse (Vonshak et al., 1988).

Figure 11 : Rendement photosynthétique en fonction de l’intensité lumineuse incidente 

(exprimée en μE.m-2.s-1) (Goldman, 1980) 

Une limitation ou un excès de lumière vont donc avoir des répercussions sur le métabolisme 

des cellules et la croissance des populations. Ce phénomène s’appelle la photoinhibition 

Lorsque la cellule reçoit plus d’énergie lumineuse qu’elle ne peut en intégrer vers la synthèse 

d’ATP et l’assimilation du carbone, la photosynthèse est inhibée (figure 11) et la croissance 
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cellulaire chute (Yeh et al., 2010). Lors de la photoinhibition, le photosystème II (PSII) trop 

excité par l’excès de lumière va être inactivé et il se forme alors une accumulation 

d’électrons entre les deux photosystèmes (PSII et PSI) qui peut conduire à des altérations 

irréversibles au sein de la cellule (Voronova et al., 2008). Pour contrer ces phénomènes de 

photoinhibition, la cellule met en place des processus de photoprotection qui vont soulager 

le PSII et permettre ainsi à l’appareil photosynthétique de retrouver son fonctionnement 

optimal. Le premier mécanisme de protection est l’élimination de l’énergie en excès sous 

forme de chaleur en faisant intervenir des pigments particuliers, les caroténoïdes (Peers et 

al., 2009). L’inactivation du PSII peut aussi dans certain cas être un processus de 

photoprotection. L’un des résultats de la photoprotection sera la photoacclimatation de la 

cellule. Celle-ci va accroître son activité photosynthétique via l’augmentation de l’activité 

de la Rubisco et de l’ATPase (Chow, 1994). Ainsi des cellules d’algue transposées d’un 

environnement faiblement éclairé à un environnement fortement éclairé vont diminuer leur 

quantité intracellulaire de chlorophylles et augmenter celle de caroténoïdes, modifier la taille 

du pool de composés transporteurs d’électrons (Solovchenko et al., 2010). Dans certain cas 

il peut y avoir synthèse d’autres composés intracellulaires, comme chez Haematococcus 

pluvialis où un stress lumineux va se traduire par la production d’astaxanthine, un pigment 

très recherché dans l’industrie alimentaire (Kang et al., 2007). Tous ces réarrangements 

permettent à la cellule d’augmenter son rendement de photosynthèse c’est-à-dire sa 

production d’O2, ce qui entraîne la mobilisation de l’énergie en excès captée et donc évite 

des dégradations cellulaires. 

I.2.1.6. La température 

La température est un facteur qui intervient dans le développement et la croissance cellulaire 

des microalgues. Les microalgues n’ont pas toutes le même comportement vis-à-vis de la 

température. Elles peuvent être cryophiles, mésophiles ou encore thermotolérantes. Les 

microalgues cryophiles se développent à des températures de l’ordre de 4 à 5°C comme c’est 

le cas pour les microalgues appartenant au genre Dunaliella qui se développent dans des lacs 

hypersalins de l’Antarctique (Xu et al., 1998). Les microalgues mésophiles se multiplient à 

des températures comprises entre 15 et 35°C se sont les microalgues les plus abondantes en 

termes de diversité de genres et d’espèces (Porphyridium, Tetraselmis, Chlorella…). La 

microalgue Celastrella sp. est thermo-tolérante et peut se développer à des températures 

supérieures à 35°C, elle accumule des pigments (astaxanthine, lutéine, canthaxanthine et 

bêta-carotène), des triglycérides, et se développe à des températures allant jusqu’à 50°C avec 

un optimum de croissance à 45°C (Hua et al., 2013). La température de culture des 

microalgues influence leurs métabolismes et donc la production de molécules. Les 

différentes espèces d’algues n’ont pas une sensibilité équivalente aux changements de 

températures. Ainsi, les microalgues de l’espèce Scenedesmussp., une microalgue 

mésophile, sont en mesure de s’adapter à des changements de température de leur milieu de 

culture. Selon Xin et al., (2011) les courbes de croissance de Scenedesmus sont parallèles 

lors de la phase de croissance puis elles se superposent en phase stationnaire pour des 

températures de 20, 25 et 30°C, avec une biomasse moyenne de 8,47 106±0,55 cellules. 

mL-1. Pour des cultures à 10°C la microalgue a besoin d’un temps d’adaptation de trois jours 

avant de croître de la même manière qu’aux autres températures. Au final, la biomasse 

produite est similaire pour les quatre conditions de température. Cependant le taux de 

croissance est plus important à 25°C (0,8 j-1). Les microalgues de l’espèce Chlorella vulgaris 

qui ont une croissance optimale entre 25 et 30°C s’adaptent également aux changements de 

température mais sont incapables de se développer au-delà de 38°C. Par opposition, 

Nannochloropsis oculata, qui présente une croissance optimale à 20°C est plus sensible aux 

changements de température avec une croissance divisée par deux à 15 et 25°C (Converti et 
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al., 2009). La température a également des effets sur la production de lipides par les 

microalgues. 

I.2.1.7. Le pH 

De même que pour la température, il existe différents comportements métaboliques et 

physiologiques de microalgues, face au pH de leur milieu de culture. La plupart des 

microalgues sont alcalophiles et se développent dans des milieux de culture de pH compris 

entre 7 et 10,5. Ainsi, les microalgues du genre Scenedesmus peuvent survivre à des 

variations de pH allant de 5 à 11 mais montrent un optimum de développement pour un pH 

compris entre 9 et 11. 

A noter que pour ces pH fortement basiques, on assiste à un phénomène d’autofloculation 

(formation d’agrégat par les cellules) qui n’interfère pas avec la croissance des microalgues. 

Le pH n’a pas d’influence notable sur la composition et la production de métabolites tels que 

les lipides. (Vidyashankar et al., 2013). A l’opposé, il existe des algues qui se développent 

à pH acide. Ainsi, Chlamydomonas acidophila est une microalgue acidophile qui pousse à 

des pH compris entre 2 et 9 avec un optimal de croissance pour un pH de 6 (Cuaresma et al., 

2006). 

I.2.1.8. Salinité du milieu 

Du fait de leur capacité à s’adapter à une large gamme d’environnements, les microalgues 

sont en mesure de supporter des milieux aux propriétés physico-chimiques extrêmement 

variées. Ainsi certaines microalgues sont adaptées à l’eau douce (Chlorella, Synura, 

Oscillatoria…), d’autres aux milieux marins (Rhodella, Porphyridium…) et certaines sont 

halophiles (Gyrodinium, Dunaliella…). Les microalgues marines peuvent s’adapter à des 

milieux de concentrations en sel (NaCl) de 10% à 50% (m/v) en fonction de la microalgue. 

Au-delà de ces valeurs seuil, la croissance cellulaire est ralentie voire même stoppée (Turner, 

Eggert et al., 2007). Lorsque la concentration en sel devient trop importante pour la 

microalgue marine, il se crée un stress osmotique qui induit des changements dans son 

métabolisme. L’excès de sel n’a pas d’effet létal sur les cellules de microalgues marines qui 

sont protégées grâce à des systèmes d’adaptations de la photosynthèse, de la production de 

glucides, de pigments et de lipides. 

Les algues Dunaliella viridis augmentent l'expression d’un gène codant pour la sous unité 

26S du protéasome (responsable de la dégradation des protéines) en réponse à 

l’augmentation de la salinité externe. Ce phénomène indique, selon Sun et al., (2010), que 

la tolérance à la salinité de D. viridis dépend de la capacité de la microalgue à dégrader ses 

protéines endommagées. 

Les microalgues du genre Scenedesmus en conditions de stress salin (concentrations en NaCl 

de 50 à 100 mM), accumulent des lipides (triacylglycérols principalement saturés), des 

osmoprotecteurs tels que les polyols, ainsi que des caroténoïdes qui colorent les algues en 

brun. La morphologie de la microalgue est également modifiée et les cellules s’arrondissent. 

L’ensemble de cette adaptation se fait au détriment de la croissance cellulaire (Vidyashankar 

et al., 2013). Chez Dunaliella l’augmentation de la quantité de sel entraîne un stress 

hyperosmotique qui conduit à l’augmentation de glycérol intracellulaire. A contrario, un 

stress hypo-osmotique conduit à l’augmentation du catabolisme du glycérol (Goyal, 2007). 

La teneur en bêta-carotène dans les cellules augmente d’un facteur 2 chez l’espèce 

Dunaliella salina soumise à un stress hyper-osmotique (NaCl 20% m/v) (Riyahi et al., 

2007). L’accroissement de la production de bêta-carotène serait la conséquence de 
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l’augmentation des espèces réactives de l'oxygène (O2 et H2O2) qui induiraient la 

transcription du gène de la biosynthèse du bêta-carotène (Phillips et al., 1995). 

Lors de stress osmotiques, Bangiopsis subimplex produit des polyols qui sont des osmolytes 

organiques qui équilibrent la pression osmotique de part et d’autre de la membrane cellulaire 

(Eggert et al., 2007). De même, certaines microalgues et notamment les microalgues marines 

rouges (Rhodophytes) produisent un exopolysaccharide qui forme un mucilage autour des 

cellules en cas de stress osmotique. Cette capsule glucidique permet de limiter les échanges 

ioniques et de protéger les cellules (Turner, 1970). 

I.2.2. Caractéristiques intrinsèques du photobioréacteur 

I.2.2.1. Agitation 

Les cultures de microalgues ont besoin d’être mélangées, continuellement ou non selon les 

espèces, pour plusieurs raisons (Richmond, 2004) : 

 Prévenir la sédimentation algale ;

 Prévenir la formation d’un gradient de nutriment ou de gaz ;

 Déplacer les cellules dans le gradient de lumière, cela diminue la photolimitation et

photoinhibition (Chisti, 2007) ;

 Diminuer la concentration en oxygène dissous ;

 Augmenter les échanges de nutriments et les transferts de masse.

Le mélange est un facteur important pour avoir un grand rendement en biomasse car cela 

augmente la productivité et la concentration optimale (Richmond, 2004). 

L’augmentation de la turbulence du milieu permet aussi d’augmenter les échanges de 

nutriments et de métabolites entre les cellules et le milieu de culture. Cependant, les algues 

étant sensibles au cisaillement (Chisti, 2007), tous les types de mélange ne sont pas 

utilisables (comme les pompes centrifuges). Les forts régimes de turbulence ne sont 

généralement pas utilisés avec les microalgues car l’augmentation de la turbulence augmente 

le risque de dommages cellulaires. Les dommages cellulaires sont très probables en airlift 

ou en colonne à bulles à de fortes turbulences, (Miron et al., 1999). Les dommages cellulaires 

sont dus à : 

 La force hydrodynamique sur les cellules due au mélange ;

 L’interaction des cellules avec les bulles ascendantes et coalescentes et aussi avec

celles au niveau de la surface.

D’après Richmond, 2004, quand la concentration en biomasse est faible, le mélange ou non 

ne fait pas de différence. 

I.2.2.2. Eclairage 

Un bon éclairage est indispensable pour une croissance cellulaire importante. Les dispositifs 

d'éclairage peuvent être naturels exploitant directement l'énergie solaire ou bien artificiels à 

travers l'emploi de tubes fluorescents autour du réacteur ou de sources lumineuses 

immergées dans la culture (LED ou fibre optique). La conception de ce genre de dispositif 

doit prendre en compte des paramètres variés (chemin optique, profondeur optique 

(proportion de lumière absorbée ou diffusée le long d’un chemin lumineux par un milieu 

partiellement transparent) et ratio surface éclairée par volume de culture). La disponibilité 

de la lumière varie selon la profondeur et la densité cellulaire du milieu de culture. Plusieurs 
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études se sont intéressées à la distribution de la lumière au sein du réacteur et à la conception 

de systèmes efficaces pour la séquestration de CO2 et la production en biomasse (Morita et 

al., 2000). 

I.2.3. Système de cultures des microalgues 

La culture à l’échelle laboratoire et semi-industrielle est déjà bien étudiée, connue et est 

maitrisée, ce qui n’est pas encore le cas pour la culture à grande échelle (Singh et Sharma, 

2012). Deux moyens principaux de cultures de microalgues ont été développés (Olaizola, 

2003), aussi bien à l’échelle laboratoire qu’à l’échelle industrielle. Les systèmes ouverts, où 

une partie importante de la culture est exposée à l’atmosphère, communément appelés 

bassins. Les systèmes fermés, où les cultures n’ont pas, ou peu, de contact direct avec 

l’atmosphère. Ces systèmes sont appelés photobioréacteurs. (Grobbelaar and Kurano, 2003). 

Le choix du système de production dépend du degré de contrôle nécessaire à la production 

du produit voulu et de sa valeur (Apt and Behrens, 1999). Au niveau industriel, les 

microalgues sont souvent cultivées en bassin mais la production de molécules à haute valeur 

ajoutée ne peut pas se faire en système ouvert (Camacho Rubio et al., 1999). 

I.2.3.1. Systèmes ouverts 

Les systèmes ouverts sont les systèmes d’exploitation qui ont été majoritairement utilisés 

pour la culture industrielle des microalgues dans les dernières décennies. Les systèmes 

ouverts sont plus faciles et moins chers à construire et à exploiter que les réacteurs fermés. 

Ces systèmes sont les moins énergivores et ont une maintenance et un nettoyage facile 

(Brennan and Owende, 2010). C’est pour ces raisons qu’ils sont considérés à l’heure actuelle 

comme des systèmes de cultures viables (Langley et al., 2012), malgré leur faible 

productivité. Les systèmes ouverts utilisent généralement que la lumière naturelle, il n’y a 

donc pas de coût associé à l’apport de lumière. Cependant, les microalgues sont soumises 

aux variations journalières et saisonnières de la température et de l’intensité lumineuse, mais 

la principale contrainte reste le risque de contamination. C’est pourquoi les cultures actuelles 

se faisant à ciel ouvert concernent des espèces de microalgues poussant dans des milieux 

très sélectifs. Trois microalgues sont cultivées actuellement avec succès en milieu ouvert : 

la spiruline (fort pH), la chlorelle (très riche en nutriment) ou la Dunaliella salina (milieu 

hypersalin). Le milieu de culture peut être contaminé par d’autres espèces de microalgues 

ou d’autres microorganismes comme des bactéries ou des protozoaires. 

Les bassins varient par leur forme, le type de matériaux utilisés, le système de mélange du 

milieu. Plusieurs familles de bassin existent : 

a) Les bassins naturels

Ces bassins non mélangés, aux conditions climatiques et nutritionnelles nécessaires aux 

microalgues, sont souvent utilisés pour la culture de Dunaliella salina ou pour la Spiruline. 

Ils ont en général une faible productivité (<1 g.m-2.j-1) (figure 12a). 

b) Les bassins circulaires

Principalement utilisés en Asie pour la culture de Chlorella, ils nécessitent un fort 

investissement en matériel et leur agitation, par un bras rotatif placé au centre, consomme 

beaucoup d’énergie (Tredici, 2004). 

c) Les raceways

Ce sont les bassins les plus utilisés depuis leur début dans les années 50 (Christenson et 

Sims, 2011), majoritairement pour la culture de Spiruline (figure 12). Leur principe est de 
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faire circuler les algues sur une faible largeur et profondeur (entre 15 et 50 cm) mais sur une 

grande distance. 

Figure 12 : Bassins : 

a) Culture de Dunaliella salina en

bassins naturels de 200 ha, Cognis 

nutrition (Australie) 

b) Culture de Spiruline en raceway,

Californie (Andersen, 2005) 

La circulation et le mélange s’effectuent grâce à des roues à aubes. La productivité de ces 

bassins est d’environ 20-25 g.m-2.j-1, pour une concentration cellulaire inférieure à 0,6 g.L-1 

(Tredici, 2004). L’utilisation de CO2 n’est pas efficace dans les raceway et il y a un faible 

mélange (Chisti, 2007) (figure 12b). 

I.2.3.2. Systèmes fermés 

Les photobioréacteurs sont des réacteurs fabriqués à partir de matériaux transparents. Leur 

conception est basée sur la surface éclairée, l’efficacité du mélange et le contrôle des 

paramètres de culture (température, teneur en dioxyde de carbone et en oxygène, pH), pour 

atteindre une productivité maximale. Les systèmes fermés ont été conçus pour pallier les 

problèmes des bassins (Brennan and Owende, 2010). Ils offrent un environnement de culture 

clos, ils protègent la culture des contaminations directes, permettent un meilleur contrôle des 

conditions de cultures : la température est contrôlée efficacement, l’accès à la lumière est 

augmenté par rapport au bassin, l’évaporation du milieu de culture est minimisée, 

l’approvisionnement en CO2 est facilité et ses pertes sont limités (Contreras et al., 1998a). 

Le photobioréacteur permet la disposition efficace de la lumière mais aussi l’enlèvement de 

l’oxygène produit par la photosynthèse (Babcock et al., 2002). Grâce à ce contrôle des 

paramètres, des microalgues plus fragiles peuvent y être cultivées. Les photobioréacteurs 

permettent la reproductibilité des conditions de culture ainsi qu’une forte concentration 

cellulaire et une forte productivité. Les bassins ont une faible productivité (0,05 à 0,1 g.L-1.j-

1) et de faibles concentrations cellulaires (<1 g.L-1) par rapport aux photobioréacteurs

(concentration supérieure à 1 g.L-1 et productivité supérieure à 0,8 à 1,3 g.L-1.j-1) (Pulz, 

2001). 

Cependant, d’après Sierra et al., (2008), la conception des photobioréacteurs doit être 

optimisée pour chaque espèce de microalgues, par rapport à ses caractéristiques 

physiologiques et à ses caractéristiques de croissance. De plus, les photobioréacteurs restent 

très chers à produire et à exploiter. 

Les photobioréacteurs existent sous de nombreuses formes, mais ils peuvent être séparés en 

plusieurs catégories : les photobioréacteurs plans, les photobioréacteurs cylindriques, les 

photobioréacteurs « Plastic bag » et un type particulier de réacteurs pour la culture de 

microalgues en l’absence de lumière (les fermenteurs). 

b 

a 
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a) Les photobioréacteurs plans

Apparus dans les années 50, ces photobioréacteurs ont des avantages pour la culture de 

masse (Sierra et al., 2008). Les photobioréacteurs plans sont des réacteurs de faibles 

épaisseurs, généralement inférieures à 10 cm (Chisti, 2007), cela permet de réduire le chemin 

lumineux (Degen et al., 2001). Ils sont disposés verticalement ou horizontalement avec une 

certaine inclinaison pour maximiser l’intensité lumineuse incidente (Chisti, 2007). Les 

plaques utilisées peuvent être des panneaux de verres ou des plaques alvéolaires en polymère 

(figure 13). 

La productivité de ce système va de 24 à 50 g.m-2.j-1. La circulation s’effectue par pompe ou 

injection d’air. De manière générale, moins l’épaisseur de culture est importante, plus la 

productivité sera élevée, mais il existe une épaisseur optimale pour chaque espèce de 

microalgue permettant d’obtenir une productivité maximale. D’après Hu et al., (1998), les 

photobioréacteurs plans d’une épaisseur d’un centimètre ont un meilleur taux de croissance 

et une meilleure productivité. L’avantage de ce système est une grande surface 

d’illumination (Razzak et al., 2013). Le problème principal de ce type de photobioréacteur 

est que le CO2 est très mal absorbé. Ces systèmes peuvent aussi accumuler une forte 

concentration en oxygène dissous (Tredici, 2004), ce qui inhibe la photosynthèse, et le 

contrôle de la température est difficile (Razzak et al., 2013). 

Figure 13 : Photobioréacteur plan 

(Bitog et al., 2011) 

b) Les photobioréacteurs de type cylindrique

b.1) Type colonne 

Les photobioréacteurs en colonnes sont les plus employés pour les petites productions de 

microalgues comme pour les écloseries. Plusieurs formes de colonnes existent comme de 

simples colonnes à bulles, des photobioréacteurs annulaires et des photobioréacteurs à 

circulation par air (ou airlifts). 

b.2) Colonnes à bulles et colonnes annulaires 

La colonne à bulles est un cylindre vertical en matériau transparent, de diamètre variable, 

mais assez faible pour laisser passer la lumière jusqu’au centre de la culture (figure 14). Le 

système est éclairé par des tubes fluorescents situés sur les côtés. Les colonnes à bulles sont 

mélangées et aérées par injection d’air par le bas. Les colonnes à bulles sont généralement 

utilisées dans l’industrie chimique, les fermentations biologiques et les traitements d’eaux 

usées (Lu et al., 1995). 

http://www.google.dz/url?sa=i&rct=j&q=&esrc=s&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&ved=0ahUKEwi10uzo9YLTAhVTGhQKHXYEBg0QjRwIBw&url=http://algosource.com/algosource-technologies/expertises/ingenierie-de-conception-de-systemes-integres-d-exploitation-industrielle-de-microalgues.html&psig=AFQjCNFmnHAap7g2ZX4jHNoZjoiqrXleoA&ust=1491124406960010
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Figure 14 : Colonne à bulles 

(FAO, 1996) 

Les photobioréacteurs annulaires, composés de deux cylindres concentriques sont éclairés 

en leur centre par des néons, c’est la seule différence avec les colonnes à bulles.                Les 

cultures sont généralement réalisées en batch, où tous les nutriments sont apportés en une 

seule fois au début de la culture. 

c) Les airlifts

Les photobioréacteurs dits airlift ou à circulation par air sont des systèmes gaz/liquide 

caractérisés par la circulation du fluide qui est cyclique (Merchuk and Gluz, 1999). Ils sont 

composés de deux sections distinctes : la colonne ascendante (riser en anglais) et la colonne 

descendante (down comer en anglais). Ces deux sections sont interconnectées par le haut et 

par le bas (Chisti, 1989). Deux types d’airlifts existent : le photobioréacteur est désigné airlift 

interne à cause de la présence d’une chicane ou de deux cylindres concentriques, ou il peut 

être nommé airlift externe (Merchuk and Gluz, 1999). 

Les airlifts ont de nombreux avantages (Razzak et al., 2013) : 

 L’excellent contact entre les phases gazeuse et liquide permet l’enlèvement des gaz

produits, le mélange du milieu, la diminution du stress lié au cisaillement sur les

cellules, l’absence de différents gradients (température, nutriments) et un bon taux

de transfert de chaleur ;

 Il y a moins de risque de contaminations ;

 L’efficacité de l’aération et la performance de l’aération sont peu sensibles aux

changements des conditions opératoires ;

 Faible énergie de fonctionnement ;

 Le mélange est contrôlé.

 Les airlifts ont aussi des inconvénients (Razzak et al., 2013) :

 Ils ont un grand coût de construction et une faible surface d’illumination.

L’airlift peut aussi se combiner à un photobioréacteur et lui servir de pompe pour la 

circulation du liquide (Chisti, 2007). 
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d) Type tubulaire

Les photobioréacteurs tubulaires sont des tubes de faibles diamètres (entre 2 et 6 cm environ 

(Miron et al., 1999)) pour permettre la disponibilité de la lumière au centre de la culture. Ils 

peuvent atteindre des longueurs très importantes (jusqu’à 500 km), ils sont agencés de 

manières variables (verticalement ou horizontalement) sous forme de serpentins, parallèles, 

enroulés hélicoïdalement (figure 15). Pour des raisons de structures, ils sont limités à une 

hauteur de 4 mètres (Miron et al., 2000). Faits de matériaux transparents, ils sont souvent 

conçus en verre ou en matière plastique (Chisti, 2007). Ils peuvent être éclairés par des tubes 

fluorescents ou simplement exposés à la lumière du soleil. L’apport en nutriment, en CO2 et 

en milieu est généralement effectué par une cuve annexe aux tubes. 

Les photobioréacteurs tubulaires sont les seuls systèmes fermés à être utilisés à grande 

échelle (Christenson and Sims, 2011), ces systèmes ont une bonne productivité en biomasse 

(Brennan and Owende, 2010). Cependant, ce type de photobioréacteur rencontre des 

problèmes d’accumulation d’oxygène et de contrôle de la température et ils ont aussi des 

problèmes d’encrassement (Brennan and Owende, 2010). De plus, ils occupent une grande 

surface au sol et sont chers à construire (Miron et al., 1999). 

Figure 15 : Photobioréacteurs 

tubulaires (horizontaux) 

e) Photobioréacteur « Plastic-bag » ou gaine

Ces photobioréacteurs sont des gaines en plastiques, suspendues à chaque extrémité à une 

structure en métal et généralement éclairées par des néons. D’environ une centaine de litres 

de culture, le milieu est mélangé par aération (figure 16). La culture peut se faire en continu 

ou en batch. Ce système a un faible ratio surface/volume et peut avoir des problèmes 

d’encrassement. Ce système est encore utilisé par certaines entreprises pour sa simplicité et 

sa facilité d’utilisation (Rengel, 2010). 
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Figure 16 : Système « Plastic bag » 

(Pulz, 2007) 

f) Les fermenteurs

Un autre type de réacteur existe pour la culture de microalgues : les fermenteurs. Certaines 

espèces de microalgues peuvent croitre en hétérotrophie, c’est à dire sans lumière et avec 

comme source de carbone des composés organiques comme du sucre. Le système des 

fermenteurs est une technologie bien connue, sophistiquée et qui existe à grande échelle 

(jusqu’à 500000 L). Tous les paramètres de la croissance sont facilement contrôlables 

(Brennan and Owende, 2010). La culture en hétérotrophie est moins chère (< 6 €/kg de 

biomasse produite (Tredici, 2004) que la culture photosynthétique en photobioréacteur mais 

tous les composés moléculaires ne peuvent être produits par cette technique (Degen et al., 

2001). 

I.2.4. Modes de culture 

Un procédé mettant en œuvre la culture des microalgues autotrophes dans un PBR peut 

fonctionner sous différents modes. On distingue en particulier le mode discontinu (ou batch) 

et le mode continu. 

I.2.4.1. Culture en mode discontinu 

Une culture en discontinu est par définition une culture durant laquelle aucun substrat (à 

l’exception de la lumière, voire le CO2) sera introduit dans le réacteur. C’est le mode le plus 

courant dans la culture des microalgues (Richmond, 2004). Une quantité définie du milieu 

de culture et de l’inoculum est injectée dans l’enceinte de culture, où les cellules seront 

incubées dans des conditions environnementales favorables. Les cultures en mode 

discontinu sont largement utilisées pour la production commerciale des microalgues, de par 

la facilité de leur mode opératoire et la simplicité des systèmes de cultures nécessaires. 

I.2.4.2. Culture en mode continu 

Dans le cas des cultures en mode continu, le réacteur sera alimenté en permanence par du 

milieu neuf contenant les nutriments. Cela nécessite d’effectuer un soutirage afin de garder 

un volume constant dans le PBR. Bien que ce mode de culture paraisse très intéressant 

puisqu’il demande moins de main d’œuvre (ensemencement, nettoyage, stérilisation etc.), il 

est parfois difficile de le mettre en œuvre car plus complexe techniquement (robustesse du 

fonctionnement des pompes d’alimentation en milieu neuf, du système de régulation de pH, 

de la température etc.). Ce mode apporte toutefois l’avantage de mener à un état stable de la 

biomasse, quantitativement et qualitativement. 
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Ceci se révèle notamment intéressant dans le but d’étudier l’effet d’un facteur limitant 

particulier. 

Dans le mode continu, il existe deux façons d’opérer le procédé : le mode chemostat et le 

mode turbidostat. Le premier correspond au mode continu pour lequel le milieu neuf est 

injecté en permanence avec un débit fixe Qe (débit imposé par la pompe d’alimentation). 

En régime stabilisé (volume réactionnel constant), Qe est égal au débit de sortie de soutirage 

Qs (par trop-plein, ou en utilisant une pompe de soutirage). La concentration en biomasse 

atteinte à l’équilibre dépend du débit d’alimentation imposé. Le mode turbidostat est obtenu 

par fixation de la concentration en biomasse dans le réacteur alors mesurée enligne. Le 

système est pour cela asservi à un pilotage de la pompe d’injection du milieu neuf afin de 

garder une concentration en biomasse constante par dilution de la culture. 

À noter qu’il existe un mode de fonctionnement nommé fed-batch durant lequel le réacteur 

est alimenté en continu ou en intermittence par du milieu neuf contenant un ou plusieurs 

nutriments avec un soutirage périodique de la biomasse produite dans le réacteur. Ce mode 

de fonctionnement est parfois utilisé dans l’exploitation commerciale des microalgues (Lee, 

1997). 

La figure (17) reprend schématiquement les deux modes de cultures continus. Quelques 

paramètres importants y sont définis : 

 Qe est le débit d’alimentation en milieu neuf (L/h).

 Qs est le débit de soutirage de la biomasse (sachant que Qe = Qs) (L/h).

 VR est le volume effectif de la suspension algale dans le réacteur (L ou m3).

 Cx est la concentration en biomasse (g/L).

 D est le taux de dilution (taux de renouvellement du milieu) (h-1).

 t est le temps de résidence (ou temps de passage) (h).
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Figure 17 : Présentation schématique des modes de fonctionnement en continu d’un PBR. A : mode de 

fonctionnement en chemostat, dans ce cas le débit d’entée est maintenu constant. B : mode de 

fonctionnement en turbidostat, la biomasse est maintenue constante en utilisant une sonde de mesure de 

biomasse et un système de régulation qui pilote la pompe d’alimentation du milieu neuf (consigne biomasse 

fixée par l’utilisateur) 

I.3. Applications des microalgues 

Au vu de leur biodiversité et leurs propriétés biochimiques, les microalgues se révèlent très 

prometteuses pour de nombreuses applications dans des domaines variés tels que l’industrie 

pharmaceutique, agro-alimentaire, l’environnement et les énergies renouvelables. 

I.3.1. Domaine alimentaire 

Les microalgues constituent un réel apport nutritif. Ces microorganismes sont utilisés dans 

l’alimentation animale et humaine, et dans l’aquaculture (Pulz et al., 2004). La biomasse 

peut être produite sous forme de poudre, tablettes, capsules, pastilles… 

Au niveau de l’alimentation humaine, deux espèces de microalgues, Chlorella et Spirulina, 

dominent le marché mondial. L’apport de la biomasse microalgale peut se traduire par un 

effet général immuno-modulateur (Osinga et al., 1999). La biomasse peut également être 

source d’aliments fonctionnels « alicaments » ; de ce fait, le marché des aliments 

fonctionnels représente un des marchés les plus dynamiques de l’industrie alimentaire. 

Plusieurs pays, dont l’Allemagne, la France, le Japon, la Chine et la Thaïlande, ont ainsi 

commencé à orienter leur secteur alimentaire vers le marché des aliments fonctionnels issus 

des microalgues et des cyanobactéries comme sources de protéines, de vitamines (Pulz et 

al., 2004). Les microalgues sont considérées comme une source potentielle d’AGPI (Jiang 

et al., 1999), destinée à l'alimentation humaine et animale. Ces organismes sont susceptibles 

de synthétiser des AGPI de la série ω3 comme l'acide eicosapentaénoïque « EPA », l’acide 
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docosahexaénoïque « DHA » et l’acide α-linoléique « LNA », et les AGPI de la série ω6 

comme l'acide arachidonique « AA » et l’acide linoléique « LA ». Ces AGPI sont utilisés en 

nutrition humaine et animale pour leurs vertus thérapeutiques sur certaines maladies. Les 

microalgues ont un potentiel intéressant de production de pigments (Lorenz and Cysewski, 

2000). Les caroténoïdes sont de plus en plus employés dans l'industrie alimentaire, suite à la 

pression du consommateur et à l’augmentation des règlementations limitant l'utilisation des 

colorants artificiels (Gordon and Bouernfeind, 1982). Le β-carotène est un pigment 

synthétisé par l’algue Dunaliella et est utilisé comme colorant en industrie alimentaire. 

D’autres caroténoïdes, tel que l'astaxanthine synthétisé par l’algue Haematococcus, la 

lutéine, zéaxanthine et canthaxanthine sont des antioxydants utilisés en alimentation 

humaine, animale et en aquaculture. Les phycobiliprotéines sont des pigments qui peuvent 

être utilisées comme colorants naturels en industrie alimentaire (comme l’huile de soja 

(Gouveia et al., 2007)). Les polysaccharides (polymères hydrosolubles) issues des 

microalgues sont exploités dans l'industrie agroalimentaire en tant que agents gélifiants ou 

épaississants (De la Noüe et al., 1988). Le glycérol (molécule intervenant dans les systèmes 

d’osmorégulation des microalgues), est exploité dans l’agroalimentaire comme édulcorant. 

C’est l’algue Dunaliellasalina qui en est la plus riche. 

I.3.2. Domaine pharmaceutique 

Au vu de leur grande diversité biochimique, les microalgues représentent une source 

intéressante de molécules bioactives et de toxines utilisables dans le développement de 

nouveaux médicaments. Plusieurs études ont permis de mettre en évidence l’implication des 

microalgues dans le domaine pharmaceutique par l’identification de nouvelles molécules 

naturelles (Hoppe, 1979). Dans ce sens, la tubercidine, une molécule cytotoxique, a été 

identifiée chez la microalgue Tolypthrixbyssoidea ainsi que chez les cyanobactéries 

(Patterson et al., 1991). Elle présente une action effective in vitro contre un type de leucémie 

lymphoïde. D’autres démarches ont été entreprises, entre autres par « l’Institut National du 

Cancer » avec un programme de dépistage visant des activités antivirales et anticancéreuses. 

Les microalgues peuvent synthétiser des sulfolipides antiviraux (Gustafson et al., 1989). Les 

cyanobactéries suscitent actuellement un réel intérêt pour le développement de nouvelles 

molécules ayant une activité antibiotique et pharmacologique (Borowitzka, 1999). Ainsi, des 

extraits sélectionnés de plus de 900 souches de cyanobactéries ont permis de mettre en 

évidence une action inhibitrice anti-HIV. Des effets antiparasitaires ont été également 

détectés chez les microalgues Spirogyra et Oedogonium (Pulz et al., 2004). Les caroténoïdes 

ont des propriétés intéressantes en termes de protection par rapport à certaines pathologies 

(Tapiero et al., 2004). La fucoxanthine est un caroténoïde utilisé à des fins médicales 

(Moreau et al., 2006). Les phycobiliprotéines sont des chromoprotéines largement utilisées 

en immunologie, pour les marquages fluorescents (Fluorescence Activated Cell Sorting 

« FACS »), les immuno-essais, la microscopie en fluorescence et la cytomètrie en flux 

« CMF » (Bermejo Romàn et al., 2002). Les polysaccharides extraits des microalgues 

trouvent des applications industrielles et commerciales dans le domaine médical (activités 

antioxydantes, antivirales, anti-tumorales et anticoagulantes (Mayer and Hamann, 2004). 

Plusieurs molécules sont extraites chez des Cyanobactéries "Spirulina platensis" ainsi que 

chez certaines espèces appartenant à la classe des Rhodophycées "Porphyridium purpureum" 

et des "Chlorophycées" (Pulz et al., 2004). 

Les microalgues produisent une large gamme de vitamines. Les vitamines B12 et E ont un 

intérêt commercial (Borowitzka, 1988). Certaines études se sont focalisées sur la production 

de la vitamine E par des microalgues marines Dunaliella tertiolecta et Tetraselmis suecica 

(Carballo-Cărdenas et al., 2003). Toutefois l’utilisation des vitamines algales reste à l’état 

de la recherche. 
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Ces organismes photosynthétiques sont capables de synthétiser des antioxydants naturels 

(Zhang et al., 2003). Ces molécules comprennent les caroténoïdes, les enzymes de la famille 

des superoxydes dismutases « SOD », les enzymes de type catalase et le glutathion 

peroxydase vis-à-vis du peroxyde d'hydrogène H2O2. D'autres composés tels la taurine et 

d'autres aminoacides soufrés, l'acide urique, pourraient aussi exercer une activité 

antioxydante (Muller-Feuga, 1996). L'intérêt de ces substances antioxydantes repose sur leur 

rôle dans diverses pathologies chroniques (athérosclérose, arthrose, cataracte, cancer, 

maladie de Parkinson etc.) ou aiguës (inflammation, choc septique, etc.). L'utilisation 

d'extraits de microalgues à forte teneur en antioxydants trouve des applications dans 

l'industrie pharmaceutique pour des thérapies contre certains types d'inflammation (Pulz et 

al., 2004). Des études récentes ont porté sur la recherche de nouvelles sources d’antioxydants 

parmi 23 microalgues (Li et al., 2006). 

I.3.3. Domaine cosmétique 

Plusieurs espèces de microalgues sont exploitées industriellement dans le domaine 

cosmétique, principalement les deux espèces Arthrospira et Chlorella (Stolz and 

Obermayer, 2005). Des extraits d'algues, ayant une activité antioxydante, sont exploités sur 

le marché dans la fabrication des produits de soin capillaire (Pulz et al., 2004), du visage et 

de la peau ainsi que dans les crèmes solaires. De même, la synthèse de protéines à partir de 

la souche Arthrospira entraine une réparation des premiers signes de vieillissement de la 

peau alors que des extraits de Chlorella vulgaris permettent de stimuler la synthèse du 

collagène dans la peau induisant la réduction des rides (Spolaore et al., 2006). Les pigments 

issus des microalgues sont également utilisés dans le domaine cosmétique (Del Campo et 

al., 2000). 

I.3.4. Domaine énergétique 

La valorisation de la biomasse algale peut se traduire par la production de bioénergie sous 

forme d’électricité et/ou de chaleur par combustion directe, ou sous forme de bio méthane 

après méthanisation ou sous forme de biocarburant ou d’hydrogène. Cependant, cette 

valorisation ne sera concurrentielle qu’avec une forte productivité de biomasse, une 

possibilité de récolte mécanique simple et un coût de production plus réduit que les procédés 

mettant en œuvre d’autres types de biomasse (Carlsson et al., 2007). 

I.3.4.1. Production de bio méthane 

Plusieurs recherches ont permis de vérifier la faisabilité technique et commerciale de la 

production de bio méthane à partir de la biomasse marine, avec un potentiel intéressant 

(Chynoweth, 2002). Cependant, des verrous techniques tels que l’accessibilité des 

nutriments et les coûts de production élevés sont limitant. Un moyen permettant de réduire 

les coûts est par exemple le couplage avec la production de métabolites secondaires à haute 

valeur ajoutée. Des espèces telles que Gracilariasp. et Macrocystis représentent d’excellents 

organismes producteurs de biométhane. 

I.3.4.2. Production de biocarburant 

Considérant le contexte mondial actuel (hausse du prix du pétrole, raréfaction des ressources 

fossiles, production de gaz à effet de serre…), il est intéressant de considérer les microalgues 

comme source de production de différents types de biocarburant : le bio-oil (Demirbas, 

2006), et le biodiesel (Banerjee et al., 2002 ; Gavrilescu and Chisti, 2005). 
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I.3.4.3. Production de bio-oil 

Le bio-oil représente une alternative intéressante aux biocarburants liquides. Il est produit 

par conversion thermochimique de la biomasse à haute température et en l’absence 

d’oxygène (Carlsson et al., 2007). On distingue deux procédés différents : la pyrolyse et la 

liquéfaction thermochimique (Demirbas, 2000). Plusieurs études se sont intéressées à 

l'implication des microalgues dans la synthèse du bio-oil (Tsukahara and Sawayama, 2005 ; 

Demirbas, 2006). Les pistes d’amélioration de ce type de procédé concernent bien sûr les 

coûts de production, l’optimisation du système de culture et des étapes de séparation et de 

récolte. Au niveau laboratoire, il a été prouvé que la qualité du biocarburant est favorisée par 

une culture hétérotrophique et un contrôle des paramètres du système de culture (Miao et 

al., 2004). 

I.3.4.4. Production de biodiesel 

La voie la plus intéressante concerne les biocarburants de deuxième et troisième générations 

(production d’éthanol à partir de matières lignocellulosiques et la production de biodiesel à 

partir des microalgues). Cette voie prometteuse permet de remédier aux principaux 

inconvénients observés pour les biocarburants de 1ère génération (concurrence avec la 

production alimentaire, sur-consommation d’eau, détérioration des sols) (Chisti, 2007). En 

raison de propriétés intéressantes (productivité importante de biomasse, activité 

photosynthétique élevée, grand potentiel de stockage lipidique), les microalgues sont 

efficaces pour la synthèse de biodiesel, 500 à 1000 fois plus efficaces que les espèces 

terrestres (Doré Deschênes, 2009), notamment Chlorella sp. (Rasoul-Amini, 2011). Certains 

pays, dont les USA, ont accentué leur recherche dans cette direction avec la création 

d’entreprises telles que « Green fuel » qui propose des bioréacteurs avec des algues pouvant 

contenir 80% de leur poids en huile servant par la suite à la fabrication du biodiesel. De 

même, ces réacteurs permettent également d’éliminer par temps ensoleillé, plus de 82% du 

CO2 contenu dans les effluents gazeux des centrales thermiques ainsi que 86% d’oxydes 

d’azote impliqués dans le phénomène d’effet de serre. 

I.3.4.5. Production de bio-hydrogène 

Le bio-hydrogène est une source efficace d’énergie renouvelable qui suscite actuellement de 

nombreuses recherches et applications. Cependant, aucune des techniques actuellement 

disponibles telles que l’électrolyse de l'eau ou la gazéification ou pyrolyse de la biomasse ne 

permettent d’assurer des coûts de production raisonnables. Les systèmes biologiques et plus 

spécialement les microalgues et les bactéries ont été étudiés à cette fin (Benemann, 1998). 

C’est Hans Gaffron qui fut à l’origine en 1939 de cette nouvelle voie de production de 

l’hydrogène impliquant des microalgues (Melis and Happe, 2006). 

Le procédé de synthèse de bio-hydrogène peut revêtir deux formes : la photolyse directe et 

la photolyse indirecte. La photolyse directe repose sur un transfert des électrons issus de 

l’eau aux protons, couplés à une réduction de la ferrédoxine (protéine intervenant au niveau 

du photosystème des algues dans le transport d'électron et des protons) induisant la synthèse 

de l’hydrogène par l’enzyme hydrogénase (Benemann, 2000). La méthode indirecte repose 

sur la conversion de l’amidon stocké par les algues sous forme d’hydrogène sous des 

conditions d’anaérobie et de limitation de soufre (Carlsson et al., 2007). 

Plusieurs travaux ont confirmé l'implication des algues au niveau de la production de bio-

hydrogène sous certaines conditions spécifiques (Rupprecht et al., 2006 ; Hankamer et al., 

2007). Ces microalgues concernent la classe des Chlorophycées, les Cyanophycées, des 

cyanobactéries génétiquement modifiées ainsi que les espèces Scenedesmus obliquus 

(Gaffron and Rubin, 1942), Chlorococcum littorale et Platymonas subcordiformis (Guan et 
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al., 2004). L'espèce Chlamydomonas renhardtii reste l'organisme le plus utilisé dans la 

recherche appliquée au bio-hydrogène (Melis and Happe, 2001). La problématique 

principale de ces systèmes réside dans l'inhibition de certaines enzymes de la classe de 

l'hydrogénase par l’oxygène généré suite au phénomène de dissociation de l’eau (Guan et 

al., 2004). Une des solutions concerne la privation du milieu en soufre, permettant de réduire 

l’activité oxygénique durant la photosynthèse et d'induire des modifications métaboliques 

de la respiration (arrêt de la synthèse des composantes cellulaires tels que des sulfolipides et 

des protéines empêchant la division cellulaire, le photosystème PSII devient partiellement 

inactif impliquant une faible production de l’oxygène) dans le but d’éviter tous dommages 

cellulaires suite aux stress environnementaux (Ghirardi et al., 2009 ; Melis, 2007). Plusieurs 

espèces de microalgues ont démontré une prédisposition intéressante vis-à-vis des procédés 

indirects, c’est-à-dire une grande capacité de synthèse de bio-hydrogène sous des conditions 

de privation de soufre (Skjanes, 2011). En conséquence, la production d’hydrogène à partir 

des micro-algues représente un créneau prometteur mais ceci nécessite plus de 

compréhension de l’ingénierie des microalgues (Beer et al., 2009). 

I.3.5. Domaine environnemental 

Les principales applications environnementales sont le traitement des eaux usées et bien sûr 

la consommation de CO2 comme méthode d’abattement de ce gaz à effet de serre. 

I.3.5.1. Traitement des eaux usées 

Au vu de leur capacité d’assimilation de nombreux nutriments nécessaires à leur croissance, 

les microalgues représentent une solution intéressante pour éliminer ces éléments ; elles sont 

également capables de fixer des métaux lourds. Elles sont ainsi les principaux éléments 

biologiques de certains systèmes de traitement des eaux municipales et industrielles 

(essentiellement traitement tertiaire). Grâce à l’absorption de l’azote et du phosphore, elles 

contribuent à réduire le phénomène d’eutrophisation de certains milieux aquatiques. Une 

étude ayant porté sur l’implication de Chlorella vulgaris dans l’absorption de l’azote et du 

phosphore des eaux usées (Aslan and Kapdan, 2006), a montré que l’oxygénation du milieu 

est facilitée par la production in situ de O2 par la photosynthèse, permettant ainsi de réduire 

l’aération extérieure et limitant la fuite dans l’air des composés organiques volatils (Olguin, 

2003 ; Muñoz and Guieysse, 2006). Certaines études ont eu recours à des algues vertes, 

principalement Chlorella, Ankistrodesmus et Skeletonema, pour les traitements des eaux 

usées issues d’usines de fabrication de pâte à papier ainsi que de production d’huile d’olive 

(Munoz and Guieysse, 2006). 

D'autres travaux ont porté sur l’élimination des métaux lourds des eaux usées (Bayramoğlu 

et al., 2006 ; Raul Muňoz et al., 2006), sur la biodégradation de contaminants toxiques tels 

que le Tributylétain "TBT" (Luan et al., 2006). 

Afin de réduire les coûts économiques de ces procédés de traitements des eaux, la biomasse 

générée peut être exploitée pour produire des molécules à haute valeur ajoutée, du biodiesel, 

du biogaz, de l’hydrogène etc. (Muñoz and Guieysse, 2006) Ces procédés sont généralement 

couplés à l’élimination de CO2 dans des effluents gazeux industriels conduisant à des 

procédés intégrés. 

I.3.5.2. Agriculture 

La biomasse algale peut être valorisée comme engrais, fertilisant (apport de potassium, 

d’azote et d’éléments essentiels à la croissance végétale) et stabilisateur de sols dans le 

domaine de l’agriculture (Meeting, 1996), mais également d’accélérateur et protecteur de 

cultures en limitant la prolifération des épiphytes et des parasites. Les microalgues 
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permettent l’adhésion des particules et le stockage de l’eau dans les sols ainsi que la fixation 

de l’azote. De même, à partir de la synthèse de molécules bioactives, elles sont susceptibles 

d’influencer la croissance des plantes terrestres (Ördög et al., 1996). L’emploi des 

microalgues concerne par exemple la production du riz à travers la fixation de l’azote au 

niveau de l’agriculture tropicale et subtropicale, mais aussi le renforcement des surfaces dans 

les régions arides permettant de lutter contre le phénomène d’érosion (Pulz et al., 2004). De 

plus un nouvel intérêt est apparu pour certaines substances régulatrices ou protectrices 

dérivées des microalgues au niveau de la croissance des plantes. 

I.3.5.3. Séquestration du CO2 

En raison de la situation actuelle alarmante relative au changement climatique, une prise de 

conscience de différents pays dans le monde a été observée pour y faire face. Par suite des 

émissions anthropiques, les gaz à effet de serre "GES", connus en anglais sous les initiales 

"GHC" ("Green house gas"), sont en concentration croissante dans l’atmosphère, ayant un 

effet de plus en plus fort sur le changement climatique (Matsumoto et al., 1995). En effet 

l’absorption naturelle ne permet plus de compenser le taux de production élevé de ces types 

de gaz, le dioxyde de carbone CO2 étant le plus impactant avec plus de 68% des émissions 

totales (Global Warming, 2010 ; Kondili and Kaldellis, 2007 ; Roman- Leshkov et al., 2007). 

On observe une augmentation dramatique de la libération de CO2 dans l’atmosphère, due 

aux sources anthropiques. On est passé de 7,4 milliards de tonnes de CO2 libérés en 1997 

jusqu'à plus de 26 milliards de tonnes estimés d’ici l’année 2100 (Zame, 2010). Il n’est pas 

besoin de rappeler les conséquences catastrophiques du réchauffement climatique sur la 

désertification, l'augmentation des phénomènes météorologiques extrêmes, les perturbations 

des écosystèmes, la fonte des glaciers non polaires induisant l’augmentation du niveau des 

océans (Morrissey and Justus, 1997). 

Les Nations Unies ont mis en place en 1997 le protocole de Kyoto avec l’accord de plus de 

170 pays afin de réduire les niveaux d’émission des gaz à effet de serre de 5,2% par rapport 

à 1990 (Gutierrez et al., 2008 ; Wang et al., 2008). Dans le même sens, en 2010, les Nations 

Unies ont proposé l’introduction du principe « crédit-carbone » avec un prix unitaire 

estimatif de 270 dollars américain par tonne (Ho et al., 2010). Le crédit carbone correspond 

à l'émission d'une tonne « d’équivalent carbone » par le biais des gaz à effet de serre. Ce 

système traduit le droit d'un pays ou d'une entreprise à émettre des gaz à effet de serre, en 

étant soumis à des taxes calculées sur la base de l’équivalent carbone. Des quotas d'émissions 

sont fixés par le protocole de Kyoto. Ce système, à travers un marché de négociation et 

d'échanges de droits d'émission de gaz à effet de serre (marché du carbone), permet à certains 

pays ou organismes d'acquérir ou de vendre ces crédits carbones en fonction de leurs besoins 

et de leurs objectifs. 

Enfin lors de la convention sur le changement climatique tenue à Copenhague (2009), les 

nations participantes ont accepté de financer, d’ici 2020, à hauteur de 100 milliards de dollars 

américain, un programme de réduction des gaz à effet de serre (Kintisch, 2010). 

Dans ce sens, de nombreuses recherches se sont focalisées sur le développement de 

nouvelles techniques d’abattement de CO2. On distingue trois principaux groupes de 

procédés : séquestration géologique, procédés chimiques et bioprocédés. La séquestration 

géologique repose majoritairement sur le stockage de CO2 liquide ou gazeux dans des 

formations géologiques, dans le sol (Herzog, 2001) ou dans le fond des océans (Israelsson 

et al., 2009). Cependant ces techniques présentent de nombreux inconvénients tels que les 

possibilités de fuite, la contamination des aquifères potables, l’augmentation de l’acidité de 

l’eau, la perturbation de l’écosystème marin et un coût important. Les procédés chimiques 

comportent entre autres l’absorption dans des solutions alcalines (Diao et al., 2004), 
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l’utilisation de nanotubes de carbone multi-feuillets (Su et al., 2009), l’adsorption-

neutralisation sur charbon actif recouvert d’amine (Plaza et al., 2007). Ces méthodes sont 

chères et gourmandes en énergie (Wang et al., 2008). 

L’emploi de systèmes biologiques représente une solution alternative très prometteuse, 

relativement efficace, économiquement envisageable et durable. Ces méthodes reposent 

essentiellement sur la photosynthèse avec transformation de CO2 en biomasse (Kondili et 

Kaldellis, 2007 ; Ragauskas et al., 2006). On distingue deux voies biologiques de 

séquestration de CO2 : l’une utilisant les plantes terrestres et la seconde des microorganismes 

photosynthétiques. Concernant la première voie, les forêts permettent de convertir le CO2 en 

structure cellulosique pour les plantes (notamment les arbres) et en humus pour les sols 

(Zame, 2010). Cependant, en raison d'une efficacité limitée de conversion, d'une faible 

vitesse de croissance et d’inconvénients économiques et techniques (possibilité de libération 

du carbone stocké suite à un incendie de forêt ou par l'endommagement des arbres), de 

nombreux chercheurs se sont orientés sur la deuxième voie qui est la mise en œuvre 

d'organismes photosynthétiques tels que les microalgues. 

Ainsi, différentes études traitent de la capacité des microalgues à capter le CO2 à partir de 

gaz de combustion (Ho et al., 2010). Les microorganismes ont une vitesse de croissance 

nettement supérieure à celle des plantes terrestres (Chisti, 2007 ; Li et al., 2008) et une 

activité photosynthétique 10 à 50 fois plus forte (Costa et al., 2000). Par ailleurs, ils sont 

capables de fixer biologiquement le CO2 à partir de différentes sources : atmosphérique, gaz 

industriels et hydrogénocarbonates solubles. D’autres travaux ont quantifié la production de 

biomasse (Chae et al., 2006). D’après Bilanovic et al., (2009), les microalgues sont capables 

de convertir plus de 9% de l’énergie solaire en 280 tonnes de biomasse sèche par hectare et 

par an, tout en consommant près de 513 tonnes de CO2. 

I.4. Présentation du modèle d'étude 

I.4.1. Nannochloropsis gaditana 

Le genre Nannochloropsis a été décrit en premier par Hibberd (1981). C’est une microalgue 

eucaryotique appartenant à la classe des Eustigmatophyceae (tableau 4), est comprenant 

environ 6 espèces, dont cinq sont largement distribuées dans le plancton des écosystèmes 

marins, en particulier dans les eaux côtières, et sont reconnues dans les habitats salins (N. 

occulata, N. salina, N. granulata, N. oceanica et N. gaditana) (Andersen et al., 1998) tandis 

que la sixième espèce (N. limnetica) est rencontrée dans les eaux douces. 

Toutes les espèces de Nannochloropsis sont des petites sphères dont le diamètre des cellules 

est inférieur à 5 μm, non motiles qui n'expriment pas des caractéristiques morphologiques 

distinctes, et ne peuvent pas être distinguées par la microscopie optique ou électronique 

(figure 18) (Fawley and Fawley, 2007). La caractérisation se fait principalement par le gène 

rbcL et l'analyse des séquences d'ADNr18S. Ce genre est bien connu comme étant une source 

potentielle d’acide eicosapentanoique (20 :5 ω3), un acide gras polyinsaturé utilisé en 

consommation humaine pour la prévention de plusieurs maladies. Récemment, le genre 

Nannochloropsis a été étudié pour la production de biocarburants du fait d’une grande 

capacité à accumuler des quantités importantes de lipides et surtout des lipides neutres 

(TAG) en réponse à des contraintes telles que la carence en azote et/ou en phosphore 

(Gouveia and Oliveira, 2009). Les microalgues appartenant à ce genre sont particulièrement 

intéressantes en raison de leur capacité à accumuler des grandes quantités de lipides, qui 

peuvent atteindre des concentrations allant jusqu'à 65-70% du poids sec total. 

Nannochloropsis gaditana est caractérisée par la présence de la chlorophylle a, le β carotène, 

la violaxantine, antheraxanthine, astaxantine, et zeaxantine) sont également présentes en 
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quantités beaucoup plus faibles. En comparaison aux autres espèces de Nannochloropsis 

ainsi qu’avec d’autres microalgues, N gaditana montre un rendement élève en lipides allant 

jusqu'à 65-70% du poids sec total. Par conséquent, cette espèce a émergé ces dernières 

années comme l'un des meilleurs candidats pour la production de biodiesel (Mekdade, 2017). 

Figure 18 : Photo de la micro algue 

Nannochloropsis sp (Tanzi., 2013) 

Tableau 4 : Classification de l'espèce Nannochloropsis gaditana 

 Embranchement : Ochrophyta 

Classe : Eustigmatophyceae 

Famille : Monodopsidaceae 

Genre : Nannochloropsis 

Espèce : Nannochloropsis gaditana 

I.4.2. Tetranephris brasiliensis 

La microalgue Tetranephris brasiliensis est un organisme dulçaquicole de la famille des 

chlorophycées (tableau 5), représentatif des producteurs primaires. C'est une microalgue 

verte unicellulaire autotrophe obligatoire, vivant dans des étangs d'eau douce, lacs et rivières. 

Elle est considérée comme une microalgue pour sa petite taille (longueur variante entre 4,0 

et 5,8 µm, et la largeur de 6,0 à 8,6 µm). 

Le coenobium de Tetranephris brasiliensis est habituellement formé par quatre cellules en 

forme de rein avec les deux pôles également arrondis, mais parfois un pôle est quelque peu 

atténué.la partie convexe est face a l'extérieur du coenobium (figure 19),  

La structure cellulaire interne est relativement simple, sous microscope la paroi cellulaire est 

mince et lisse. L'intérieur de la cellule est pratiquement occupé par un seul chloroplaste 

pariétal, qui souligne la paroi cellulaire, les pyrénoïdes sont absentes.  

La reproduction se fait par formation d'autospores. Chaque cellule du coenobium produit 

quatre autospores, qui sont libérés par la rupture de cellule mère mur. La production 

d’autospores peut se produire simultanément dans les quatre cellules du coenohium (Leite 

and Bicudo, 1977). 



Chapitre I - Etat de l’art et objectifs de l’étude -      44 

Figure 19 : Tetranephris brasiliensis vu sous 

microscope optique (D’après Hoshina, 2014) 

La classification taxonomique d'après Hindàk (1990) est la suivante : 

Tableau 5 : Classification de l'espèce Tetranephris brasiliensis. 

Embranchement : Chlorophyta 

Classe : Chlorophyceae 

Famille : Scenedesmaceae 

Genre : Tetranephris 

Espèce : Tetranephris brasiliensis 

I.4.3. Scenedesmus sp. 

Scenedesmus appartient à la classe des Chlorophyceae, l’ordre des Sphaeropleales et la 

famille des Scenedesmaceae (tableau 6). Ce sont des microalgues vertes d’eau douce 

(Chlorophyta). Les cellules non motiles sont couramment organisées en forme de cénobies 

(figure 20) avec un nombre fixe de cellules dans une colonie : des multiples de deux, de 

quatre ou de huit cellules disposées obliquement en séries distinctes. Ces dernières sont 

fusiformes, égales, un peu ventrues au milieu, aigues à l'extrémité libre et subaiguës ou 

arrondies à l’intérieur. Les cellules mononucléaires ont, chacune, un seul chloroplaste 

pariétal en forme de plaque, stratifié qui constitue la majeure partie du volume de la cellule 

et le plus souvent un pyrénoïde (un granulé de protéine et de l'emplacement de la formation 

de l'amidon). À noter qu’en milieu à faible phosphore ou de faible concentration en sel, 

Scenedesmus est amenée à une croissance unicellulaire, formant environ des cellules 

elliptiques de 10 μm de longueur (Taleb, 2015). 

Le genre Scenedesmus est très robuste et résistant et a donc été utilisé avec succès pour traiter 

des effluents tels que ceux des eaux usées de l'usine d'olive, du biogaz ou des terrains 

municipaux (Zhen-Feng et al., 2011). Le genre Scenedesmus est caractérisée par une 

tolérance aux hautes températures, une résistance à des irradiances intenses ainsi qu’une 

tolérance à de larges gammes de pH (entre 5 et 10) (Ho et al., 2010). 

L’espèce Scenedesmus obliquus est la plus connue de ce genre. La concentration des lipides 

est faible dans les cellules cultivées en conditions favorables de croissance (12.7% du poids 

sec) (Mandal and Mallick, 2009) mais peut être stimulée lorsque les conditions deviennent 

défavorables. 

Les composants majeurs de la biomasse de S. obliquus dans des conditions optimales de 

croissance sont des protéines (50-56 en pourcentage de poids sec), les carbohydrates (10-

17%) et minoritairement les lipides (12-14%) (Richmond, 2008). Comme tout Chlorophyte, 
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Scenedesmus possède de la chlorophylle a et b et des caroténoïdes primaires tels que la 

lutéine, ainsi que des caroténoïdes secondaires et de l’astaxanthine comme produits 

accumulés sous conditions particulières d’accumulation. 

Figure 20 : Photo d’une cénobie formée de huit 

cellules de la micro algue Scenedesmus obliquus 

(Qin et al., 2008) 

Tableau 6 : Classification de l’espèce Scenedesmus sp. 

         Embranchement : Chlorophytes 

 Classe : Chlorophycées 

 Ordre : Chlorococcales 

         Famille : Scénédesmacées 

   Genre : Scenedesmus 

   Espèce : Scenedesmus sp. 
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Chapitre II - Matériel et méthodes 

II.1. Isolement et purification des souches 

II.1.1. Cadre de l’échantillonnage

II.1.1.1. Spécificités de la région d’échantillonnage : l’estuaire de l’Oued Chéliff

Les échantillons d’eau, ont été prélevés en 2014 au niveau de l’estuaire de l’Oued Chéliff, 

qui constitue le plus long cours d’eau naturel en Algérie avec un bassin versant de 45000 

km2, cet Oued prend départ à proximité de la localité de Boualem (Wilaya d’El Bayadh) et 

se déverse dans la mer méditerranéenne à environ 15 km à l’est de la Wilaya de Mostaganem. 

Bien qu’il soit peu navigable, car trop capricieux, les eaux boueuses de ce fleuve sont une 

richesse indispensable à toute vie. Il prend sa source sur la limite du Tell et du Sahara dans 

l’Atlas Saharien, plus précisément dans le Djebel Amour culminant à 1937 m, près d’Aflou. 

Il commence par couler du Sud vers le Nord, pour rejoindre au plus court la Méditerranée 

(Africain, 1998). L’échantillonnage s’effectue au niveau de deux stations près de 

l’embouchure S1 (30°02 03 94N, 0°08 28 50 E) et S2 (36°02 18 84N, 0°08 01 85 E) (figure 

21) à l’aide d’un flacon polyéthylène stérile, l’eau recueillie est transportée par la suite dans

une glacière au laboratoire AQUABIOR. 

Figure 21 : Localisation des sites d’echantillonnage (S1) et (S2) au niveau de l’estuaire de l’Oued Cheliff 

(S1 (30°02 03 94N, 0°08 28 50 E) et S2 (36°02 18 84N, 0°08 01 85 E) 

II.1.1.2. Mesures physico-chimiques

Pour les besoins de l’étude, le laboratoire a également acquis une sonde de mesure multi-

paramètres (sonde Multi 1970i, WTW). La température, la salinité, la quantité d’oxygène 

S1 

S2 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Tell_(Alg%C3%A9rie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Atlas_Saharien
https://fr.wikipedia.org/wiki/Djebel_Amour
https://fr.wikipedia.org/wiki/Aflou
https://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9diterran%C3%A9e
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dissous et le pH ont donc été mesurés sur nos sites d’échantillonnage (tableau 7).

Ces informations nous renseignent sur les conditions favorables de croissance des 

microalgues rencontrées. Elles s’avèreront utiles dans la seconde phase du projet pour 

approcher plus rapidement les conditions optimales à mettre en place. 

Tableau 7 : Tableau représentatif des paramètres mesurés au niveau des sites d’échantillonnage 

Paramètres mesurés Valeurs (S1) Valeurs (S2) 

Température 18,7°C 17,4°C 

Salinité 18,7 PSU 30,7 PSU 

pH 7,48 7,82 

Oxygène dissous 84,42 % 86,2 % 

II.1.2. Description morphologique des taxons observés au niveau de l’estuaire de

l’Oued Chéliff 

L’identification des microalgues composant les échantillons prélevés a été réalisées par 

observation des caractères phénotypiques des individus au microscope photonique 

(grossissement ×100), un outil communément utilisé en taxinomie. Cette méthode peut 

cependant être soumise à quelques critiques. En effet, la physiologie des micro-organismes 

évolue en fonction de l'environnement dans lequel ils se développent. D’après la littérature, 

plusieurs caractères morphologiques peuvent permettre de distinguer les taxons, parmi 

lesquels nous avons choisis : la forme des cellules, la présence ou l’absence d’enveloppe 

gélatineuse, l’ornementation, ainsi que des mesures de dimensions grâce à un oculaire 

micrométrique, puis identifié morphologiquement en utilisant une clé d’identification 

(Carmelo, 2016). 

Il faut toutefois savoir que l’utilisation d'outils phylogénétiques permet de vérifier la plupart 

des identifications. 

II.1.3. Purification des souches isolée à partir de l’estuaire de l’Oued Chéliff

100 ml de chaque échantillon ont été centrifugés dans des tubes coniques pendant 15 mn à 

5500 rpm ; le culot est ensuite récupéré et dilué dans 50 ml d’eau distillée stérile puis filtré 

à travers un tissu à zooplancton (El-Mesbahi, 2014). L’isolement des taxons est réalisé en 

effectuant une série de dilutions sur milieu F/2 Guillard (annexe II) additionné d’une solution 

d’antibiotique. Pour ceci des plaques micro-puits peuvent être utilisées, il est également 

important d’avoir une idée de la densité en cellules dans l’échantillon de départ afin 

d’effectuer des dilutions adaptées. Cette méthode n’est pas utilisable quand il s’agit d’isoler 

des taxons rares, mais elle peut donner de bons résultats pour une espèce abondante. Un 

microscope optique inversé avec des objectifs de 10 à 40 fois est nécessaire (Rimet et al., 

2004). 

Les cultures monoclonales peuvent-être maintenues en chambre de culture, où les conditions 

de température et d’éclairement sont contrôlées (23 °C ± 1°C sous une intensité lumineuse 

de 100 μmol de photons m-2. s-1 et un cycle de 12h de lumière/12h d’obscurité). 

II.1.4. Provenance de la microalgue marine

Un échantillon de culture uni algale nous a été procuré par une entreprise algéro-espagnole 

PBA (Partisano Biotech Algérie), société mixte créée à parts égales entre deux industriels 

algériens. 
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II.1.5. Transfert et maintenance des cultures

Le transfert des cellules à partir de la culture monoclonale est effectué stérilement. Toutes 

les cultures sont inspectées sous microscope lors de chaque transfert pour détecter 

d’éventuelles contaminations. En cas d’infection, des traitements adéquats sont utilisés. En 

cas de présence de diatomées, on utilise le dioxyde de germanium (GeO2) à une 

concentration finale de 1 à 10 mg/l. En effet, les diatomées se développent très rapidement, 

et elles peuvent souvent supplanter les espèces initialement isolées. (Lewin, 1966). 

L'absorption de dioxyde de germanium se produit facilement chez les diatomées, se dernier 

remplace la silice dans les réactions biochimiques. Dans d’autres cas, la contamination est 

induite par des bactéries ou des cyanobactéries, d’où la nécessité d’un traitement 

d’antibiotiques pour éliminer ces procaryotes. 

Les meilleurs résultats semblent se produire quand une culture en croissance active est 

exposée à un mélange de pénicilline, de la streptomycine et de la gentamycine (100, 25 et 

25mg/l, relativement). La dose utilisée est de 0,5ml de mélange d’antibiotiques pour 50 ml 

de culture algale. Par ailleurs, si des contaminations biologiques apparaissent dans une 

culture, le meilleur remède est d'isoler une cellule unique de la culture à l’aide d’un 

microscope inversé, et de tenter d'établir une nouvelle culture monoclonale propre. 

II.1.6. Identification des souches étudiées

II.1.6.1. Identification des souches étudiées par observation au microscope électronique

à balayage (MEB) 

 Préparation en Microscopie Electronique à Balayage (MEB)

La microscopie électronique à balayage permet d’obtenir des images de haute résolution de 

la surface des échantillons. Ces microscopes permettent, de par leur technologie, de réaliser 

une identification très précise du phytoplancton (Guiselin et al., 2009). 

La première étape consiste à fixer les échantillons. Il est nécessaire de les incuber dans le 

fixateur (glutaraldéhyde à 2,5% dans du tampon cacodylate de sodium à 0,1M pH 7, 2). Les 

échantillons sont ensuite déshydratés dans de l’éthanol à des concentrations croissantes (de 

15% jusqu’à l’éthanol absolu). Pour finir, l’échantillon est placé sous une hotte (sorbonne) 

afin d’éliminer tout résidu liquide. 

Une fois la déshydratation finalisée, l’échantillon est fixé sur un support spécifique au MEB 

(plot métallique) à l’aide d’une colle conductrice. 

Pour que l’échantillon réémette les électrons à l’intérieur de la chambre d’observation du 

microscope, celui-ci doit être recouvert d’une fine couche de métal. Cette étape est réalisée 

à l’aide d’un métalliseur qui va permettre la mise en place de cette fine pellicule d’or 

d’environ 2 à 3 nm d’épaisseur. 

L’échantillon ainsi préparé est prêt à être observè au microscope électronique à balayage 

(JEOL (JSM-7600F) (Paoli, 2014).  
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Figure 22 : Photo representative du microscope electronique a balayage (MEB), Université de Nantes 

(Laboratoire Mer Molecule Santé). 

II.1.6.2. Identification des souches étudiées par les techniques de Biologie Moléculaire

 Extraction de l’ADN

L’ADN est extrait à partir de10 ml de culture microalgale en phase exponentielle (30.106 

cellule /ml), en utilisant un kit (Easy Pure Plant Genomic DNA Kit) et suivant le 

protocole décrit en annexe I. 

 Techniques d’amplification de l’ADN (PCR)

Chaque souche est identifiée au niveau du genre ou de l’espèce par séquençage d’un 

fragment du gène L’ADNr 18S après amplification génique (PCR) (PROFLEX (NC. 22)) à 

l’aide de primers eucaryotes universels (Lefranc et al., 2005). 

Les séquences des primers sont les suivantes : 

NS51 (GGGGGAGTATGGTCGCAAGGC) 

NS61 (TCAGTGTAGCGCGCGTGCGGC) 

La PCR se déroule sur 1 cycle de dénaturation initiale de 3 min à 94°C suivi par 35 cycles 

de 3 min : 

o 1 min à 95°C, pour dénaturer les ADN

o 1 min à 56°C, pour l’hybridation

o 1 min à 72°C pour l’élongation de l’ADN

Enfin une phase d’extension finale de 10 min à 72°C est réalisée. 

Le fragment d’ADN 18S amplifié est analysé par électrophorèse en gel d’agarose (1% dans 

du tampon TAE : Tris, Acétate, EDTA) contenant du Bromure d’Etidium (0,5 μg. mL-1) afin 

de vérifier l’absence d’amplifications parasites. 

Un standard de masses moléculaires est déposé à proximité de l’échantillon pour pouvoir 

estimer la taille du fragment d’ADN. 
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 Séquençage de l'ADN

Les séquences des fragments d’ADN sont déterminées par le laboratoire Eurofins. La 

séquence partielle du gène codant l’ARNr 18S des deux souches isolées ont été déposées 

dans la banque GenBank data library sous le numéro d’accession MK253297 et MK256233 

pour Tetranephris brasiliensis et Scenedesmus sp. respectivement. 

 Analyse et comparaison de séquences

La séquence d’ADN obtenue est comparée avec d’autres séquences d’ADN 18S à l’aide 

de Blast (Altschul et al., 1997) sur le site web de Gen Bank afin de déterminer leur 

affiliation phylogénétique. 

Après avoir aligner les séquences, les arbres phylogénétiques ont été construit avec le 

programme Mega version 6 (Tamura et al., 2005). Le logiciel permet de définir les 

distances entre les séquences. 

II.2. Mise en culture 

II.2.1. Dispositif expérimental : miniphotobioréacteur de 1000 ml

La campagne expérimentale mise en place pour la réalisation de la phase d'identification des 

paramètres de culture nécessaires repose sur des cultures en modes batch de nos trois 

souches. 

Des flacons en verre transparent d’un volume de 1000 ml sont utilisés comme des “mini-

photobioréacteurs” conçus au laboratoire pour la culture des microalgues. 

Les cultures sont agitées grâce à un bullage d’air stérile (4 l/min) (CO2 atmosphérique), 

l’éclairage est assuré par cinq néons de type LED (Sylvania professional 12 V, 30 W) 

disposés à 1 cm des miniphotobioreacteurs (figures 23-24) ce qui permet de générer des 

irradiances de 100 μmol de photons.m-2.s-1, ces derniers sont connectés à un temporisateur 

(Legrand omnirex) afin de varier les photopériodes, La température est la salinité sont 

maintenue constantes à 23 ± 1°C et 30 PSU (microalgue marine) respectivement. 

Figure 23 : Schéma du mini photobioréacteur à bullage d’air (AQUABIOR, 2017) 
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Figure 24 : Système de culture utilisé au cours de l’étude expérimentale  (AQUABIOR, 2017) 

II.2.2. Maintenance des cultures mères

La culture d'une microalgue dans un photobioréacteur présente diverses exigences relatives 

à la stérilisation complète du matériel utilisé au choix d'un milieu de culture permettant 

l'apport des principaux éléments nutritifs essentiels à la croissance et à l'entretien permanent 

de précultures et permettant ainsi d'inoculer le miniphotobioréacteur avec une concentration 

cellulaire suffisante. 

Le début de chaque culture est caractérisé par une étape d'inoculation qui consiste à 

introduire l'inoculum (quantité de cellules algales mise en culture dans un système fermé à 

partir d’une souche mère) dans un milieu de culture stérile. On assiste à une dilution de la 

concentration cellulaire vers une valeur d'environ 2×106 cellules par millilitre. Une des 

conséquences de cette étape est la phase de latence qui caractérise l'acclimatation de ces 

cellules microalgales aux nouvelles conditions de culture. De ce fait, la réussite du 

démarrage d'une campagne expérimentale est conditionnée par la qualité de l'inoculum 

introduit dans le mini photobioréacteur. 

Durant cette étude, nous avons eu recours à trois précultures dans des flacons d'Erlenmeyers 

de 1 litre. Elles sont rafraichies toutes les deux semaines, c'est-à-dire diluées de moitié avec 

le milieu de culture stérile afin de renouveler le milieu réactionnel en nutriments nécessaires 

à la croissance. Afin d'assurer une croissance suffisante et un entretien des microalgues, ces 

erlenmeyers sont conservés sous une Photopériode de 12h/12h à une intensité lumineuse 

fixée à 50 μmol de photons m-2 s-1. La température est régulée à sa valeur optimale (23 ± 

1°C), l’agitation est assurée par un mélange gazeux d'air contenant du CO2 atmosphérique. 

II.2.3. Choix du milieu de culture

La croissance des microalgues est fortement dépendante de la composition du milieu 

réactionnel. L'apport des éléments nutritifs doit être suffisamment important afin d'éviter 

toute carence susceptible d'affecter la croissance algale. Au cours de nos essais, nous avons 

opté pour le milieu de culture F/2 Guillard dont la composition est détaillée dans l’annexe 

II.
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Le choix de ce milieu est justifié par l'apport nécessaire d'azote, de phosphore et des micro-

éléments indispensables. En effet, sous ces conditions opératoires, la culture ne présente pas 

de carence. Le milieu choisi est donc adéquat pour caractériser la croissance des 

microalgues. 

La stérilisation du F/2 Guillard s'effectue par voie thermique grâce à un autoclavage puis 

conservé dans un système frigorifique à une température de 4°C (température inhibant la 

prolifération de germes pathogènes). 

II.2.4. Caractérisation qualitative et quantitative de la croissance en conditions

optimales des souches cultivées en mini photobioréacteur 

Toutes les souches de microalgues ont été cultivées en conditions de croissance optimales, 

dans des milieux de culture ajustés afin d’éviter toute limitation minérale. 

Après leur mise en culture dans les miniphotobioréacteurs en mode discontinu, à une 

intensité lumineuse 𝑞0 = 100 μmol. de photons m-2. s-1, la croissance des souches a été suivie 

en mesurant la concentration cellulaire ainsi que le taux de croissance (µ) et le temps de 

génération. Ensuite, la concentration en matière sèche a été mesurée à l’état stationnaire. 

Le calcul du biovolume cellulaire et de la surface est effectué selon les formules d’un 

ensemble de modèles géométriques établies par (Sun and Liu, 2003). 

𝑉 =
𝜋

6
𝐴3 (3) 

𝐴 = 𝜋𝐴2
(4) 

𝑉 =
𝜋

6
𝐵2𝐴 (5) 

𝐴 =
𝜋𝐵

2
(

𝐴2

√𝐴2 − 𝐵2
sin−1

√𝐴2 − 𝐵2

𝐴
) (6) 

𝑉 =
𝜋

4
𝐴. 𝐵. 𝐶 (7) 

𝐴 =
𝜋

4
(𝐴𝐵 + 𝐵𝐶 + 𝐴𝐶) + 𝐴𝐶 (8) 

II.2.5. Comportement et adaptation des souches

Même en conditions optimales de croissance, la comparaison des souches n’est pas évidente. 

En effet, les microalgues présentent une adaptation forte aux conditions de culture. Lors d’un 

changement de conditions, comme notamment lors d’une simple inoculation dans un PBR, 

il peut s’ensuivre un temps plus ou moins long de latence. 

Outre la caractérisation quantitative classique de la croissance des souches exprimée par des 

mesures du taux de croissance maximale, du temps de génération, de la biomasse maximale 

ainsi que la concentration de la matière sèche, la caractérisation qualitative qui se traduit par 
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le comportement observé en culture se révèle très importante dans la logique de la 

caractérisation des souches. Ainsi, la vitesse d’adaptation d’une souche à de nouvelles 

conditions de culture est un critère. La durée de la phase de latence des microalgues après 

inoculation a donc été considérée, la formation de biofilms et la sédimentation des cellules 

également car cela impacte la facilité de culture en PBR. 

II.3. Validation des performances en croissance des souches dans des conditions de 

culture optimales et défavorables 

Dans cette étude, les performances de croissance se traduisent par la capacité des souches à 

produire de la biomasse en conditions de culture normales et défavorables (influence des 

paramètres physiques et biochimiques). 

II.3.1. Paramètres physiques

II.3.1.1. Intensité lumineuse et photopériodes

La croissance de nos trois souches a été examinée pour deux flux incidents (𝑞0 = 50 et 100 

μmol de photons.m-2. s-1) et quatre photopériodes différentes (24h/0h, 18h/6h, 12h/12h, 

6h/18h jour/nuit), en ajustant tous les paramètres de culture et en dehors de toute limitation 

minérale, la lumière reste le facteur limitant du procédé afin de mettre en évidence son 

influence sur l’évolution de la croissance photosynthétique des souches. 

La composition biochimique en régime stationnaire a été déterminée sous chacune des 

conditions lumineuses appliquées à savoir : le pourcentage en lipides, le pourcentage en 

protéines, le pourcentage en carbohydrates et celui des pigments (chlorophylle a, 

chlorophylle b ainsi que les caroténoïdes). 

II.3.1.2. Température

Afin d’étudier l'impact de la température sur le taux de croissance ainsi que la composition 

biochimique des souches étudiées les expériences ont été effectuées sous trois températures 

distinctes ; les valeurs de température testées varient de 20 à 30°C avec un intervalle de cinq 

degrés. Toutes les expériences ont été réalisées sous la même intensité lumineuse (q0=100 

μmol de photons.m-2 s-1), une salinité de 30 PSU, pH 8 et ceci durant 12 jours. 

II.3.1.3. Potentiel hydrogène (pH)

Quatre différents pH initiaux (10, 8, 6 et 4) ont été testés dans le but d’évaluer leur impact 

sur le taux de croissance ainsi que la composition biochimique des souches étudiées. Durant 

toutes les expériences (12 jours) la température est maintenue constante à 23 ± 1°C, une 

salinité de 30PSU et une intensité lumineuse incidente de q0 = 100 μmol de photons.m-2 s-1. 

II.3.1.4. Salinité

Ce paramètre est étudié dans le but d’évaluer la tolérance de la microalgue marine 

Nannochloropsis gaditana à la salinité, les valeurs varient de 15 à 75 PSU avec un intervalle 

de 15 PSU soit par l’ajout de NaCl ou par dilution avec de l’eau distillée ; les autres 

paramètres sont maintenus constants. 

II.3.1.5. Surface spécifique éclairée

Chaque PBR est caractérisé par sa surface spécifique éclairée notée "𝑎𝑠" exprimée en m-1 

(m2/m3), dépendante de la géométrie du PBR. Ce paramètre relie deux notions essentielles, 

à savoir la surface éclairée qui est liée donc à l’apport d’énergie lumineuse à la culture, et le 

volume de culture dans lequel cette lumière s’atténue, dans le cas des systèmes plats, la 
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surface spécifique éclairée sera inversement proportionnelle à l’épaisseur de la culture (L), 

comme donné par l’équation 9. 

𝑎𝑠 =
1

𝐿
 (9) 

De même, pour les systèmes de géométries cylindriques et éclairés d’un seul côté, cette 

grandeur sera inversement proportionnelle au rayon du cylindre, comme exprimée dans 

l’équation 10. 

𝑎𝑠 =
2

𝐷
 (10) 

Au cours de cette expérience nous avant étudier l’effet de différent système de culture (une 

multitude de miniphotobioréacteur à différente surface spécifique éclairée (0,2 ; 0,153 ; 

0,125 et 0,1 m-1)). 

II.3.1.6. Elaboration d’un système de culture de type plat à l’échelle pilote 

Considérant l’impact de plus en plus fort des biotechnologies microalgales, il s’est révélé 

intéressant de travailler sur la conception d’un système de culture, ce qui représente un défi 

scientifique très complexe. En effet, ce système biologique interagit avec de nombreux 

facteurs physiques et biologiques. Divers modèles de complexité variable ont été proposés 

dans la littérature afin de caractériser le comportement cellulaire des microalgues dans les 

systèmes de culture. 

Le modèle de croissance retenu dans le cadre de la présente thèse est un système de culture 

de type plat dont les avantages résident dans un ratio surface sur volume important, un faible 

chemin lumineux, et une bonne qualité de transfert gazeux. 

 Description du système de culture

Ce travail comprend une enceinte de culture plate présentant un volume utile de 12,5 litres. 

Le corps est construit en verre transparent avec un rapport surface par volume égal à 0,2 

m2/m3, une largeur et hauteur de 50 cm et 5cm d’épaisseur comprenant un couvercle muni 

de plusieurs orifices, et une partie dite intermédiaire qui présente une sortie (une vanne qui 

permet la prise de l'échantillon durant la culture). 

La température au sein du réacteur est maintenue à une valeur égale à 23 ± 1°C, l'agitation 

de la culture est assurée par un bullage d’air contenant du CO2 atmosphérique injecté en 

continu par la partie supérieure du réacteur. Au préalable, ce débit gazeux est stérilisé par 

l’utilisation d'un filtre stérilisant Millipore (0,22 µm) et régulé par une vanne de régulation 

intégrée. 

Le flux de photons est délivré par cinq néons de type LED (Osram Dulux 55 W) placés à 5 

cm du dispositif expérimental assurant un spectre lumineux similaire à la lumière solaire 

adéquate pour la croissance et l'activité photosynthétique des microalgues (figure 25). 

L’intensité lumineuse reçue au centre du photobioréacteur dépend de l’intensité de la source, 

de la disposition géométrique par rapport à la source, et de l’auto-ombrage induit par le 

développement de la culture elle-même. L’intensité lumineuse est mesurée en continu au 

centre du photobioréacteur et à l’extérieur par un luxmètre. 

Un réflecteur de lumière en aluminium a été placé sur toute la hauteur du système afin de 

concentrer la lumière incidente et d'améliorer la disponibilité de l'énergie lumineuse au 

niveau de la culture. 
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Au niveau de la partie supérieure, ce système est équipé de trois entrées, utilisées pour 

introduire le bullage d’air ainsi que l’électrode de pH, au niveau de l’une des entré un filtre 

Millipore de 0,22 μm est rajouté afin d'assurer un dégagement gazeux. 

Cette enceinte est soulevée par une structure métallique de deux mètres de hauteur et de 

largeur, munie de quatre roues facilitant le déplacement. 

Bien que nous ne visions pas à l’axénicité totale des cultures, un maximum de précautions 

est pris dès le montage et pendant toute la durée de l’expérience afin d’éviter le 

développement de micro-organismes autres que nos souches. 

Lors du montage, l’enceinte est lavée à l’acide puis à l’éthanol avant d’être rincées par le 

milieu de culture préalablement autoclavé et filtré. Toute la tubulure servant ensuite au 

transport des fluides est également stérilisée. Le tableau 9 présente les différents 

prélèvements réalisés lors des différentes études menées. 

Figure 25 : Photos représentative du système de culture de type plat (AQUABIOR, 2017) 

II.3.2. Paramètres biochimiques (Optimisation du milieu F/2Guillard)

II.3.2.1. Concentration en bicarbonate de sodium

Pour cette expérience le bicarbonate de sodium NaHCO3 est utilisé comme seule source de 

carbone (source de carbone minéral) à une concentration de 23,81 ; 11,9 ; 5,95 et 0 mM, le 

milieu de culture ne contenant pas de source de carbone représente le témoin (contrôle). 

II.3.2.2. Source et concentration initiale d’azote

Cette partie expérimentale a été divisée en deux sections, à savoir la sélection de la source 

d’azote ayant permis la meilleure croissance et l’analyse de l’effet de sa concentration. 

Au cours de cette expérience la source d’azote (NaNO3) constitutive du milieu de culture F/2 

Guillard est substituer par différentes sources d’azote organique et inorganique à savoir 

(NH4Cl, NH4OH, NaNO3, CH4N2O et un mélange de toutes ces sources) à concentration 

égale d’azote (8,82 mM (123,5 mg N/l)), ce qui équivaut à 0,472 g/l de NH4Cl, 53,1 cm3 de 

AQUABIOR 2017 AQUABIOR 2017 
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NH4OH et 0,265 g/l d’urée. L’expérience se déroule à 23 ± 1 °C, pH 8, une salinité de 30 

PSU et une photopériode de 18h/6h à 100 μmol de photons m-2s-1 pendant 12 jours.

La source permettant d’obtenir la meilleure croissance a été testée par la suite à différentes 

concentrations d’azote (17,64 ; 8,82 ; 6,61 ; 4,41 et 2,20 mM) sous les mêmes conditions de 

culture. 

II.3.2.3. Concentration en phosphate

Na2HPO4 représente l’unique source de phosphate constitutif du milieu de culture F/2 

Guillard ; cette dernière est étudiée à différentes concentrations (0,363 ; 0,363 ; 0,271 ; 0,181 

et 0,09 mM). La concentration en phosphate reste le seul facteur variable du procédé afin de 

mettre en évidence son influence sur l’évolution de la croissance et la composition 

biochimique de la cellule microalgale. 

Tableau 8 : Tableau récapitulatif des paramètres physiques et biochimiques étudié 

Paramètre étudié Valeurs testé (variable) Paramètre constant 

Paramètres 

physiques 

Intensité lumineuse 

et photopériodes 

(Lumière/obscurité) 

Flux incidents (𝑞0 = 50 et 100 

μmol de photons.m-2. s-1) 

Photopériodes : (24h/0h) - 

(18h/6h) - (12h/12h) - (6h/18h) 

Température (23 ± 1°C)

pH (8) 

Salinité* (30 PSU) 

Température 
Température variant de 20 à 30 

°C avec un intervalle de 5°C. 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Salinité* (30 PSU) 

pH pH initiaux (10, 8, 6, 4) 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 

Salinité* 
Salinité variant de 15 à 75 PSU 

avec un intervalle de 15 PSU 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 

Paramètres 

biochimiques 

Source d’azote 

Substitution du NaNO3 par du : 

NH4Cl - NH4OH - NaNO3 - 

CH4N2O 

Ainsi qu’un mélange de toutes 

ces sources 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 

Différentes 

concentrations 

d’azote 

Différentes concentrations de 

la source permettant d’obtenir 

la meilleure croissance 

17,64 ; 8,82 ; 6,61 ; 4,41 et 2,20 

mM 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 

Différentes 

concentrations en 

phosphate 

Différentes concentrations de 

Na2HPO4

0,363 ; 0,363 ; 0,271 ; 0,181 et 

0,09 mM 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 

Différentes 

concentrations en 

carbone 

Différentes concentrations de 

NaHCO3 

23,81 ; 11,9 ; 5,95 et 0 mM 

Photopériode de 18h/6h à 

100 μmol de photons m-2s-1 

pH (8) 

Température (23 ± 1°C) 

Salinité* (30 PSU) 
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Salinité*: Paramètre etudié pour la souche marine  

Tableau 9 : Fréquence des prélèvements pour chaque analyse 

Culture en batch 

Prélèvements et mesures quotidiennes 

o Comptage cellulaire

o Lumière

o Température

Prélèvements ponctuels 

Phase stationnaire 

o Lipides totaux

o Carbohydrates

o Protéines

o Pigments

II.4. Potentialités des effluents de piscicultures intensives à produire des microalgues 

en masse 

72% de l’azote et 70% du phosphore contenus dans l’aliment utilisé pour l’élevage de 

poissons sont rejetés dans l’environnement (Hussenot, 2004). Pour exemple, une production 

de 100 tonnes de saumon atlantique entraîne un rejet dans l’environnement de 3,5 tonnes 

d’azote et de 700 kg de phosphore (Chopin et al., 2001). 

Il apparaît donc intéressant d’en tirer profit et notamment de rechercher à utiliser et valoriser 

cet enrichissement en nutriments (N et P), de façon à orienter la production végétale vers des 

microalgues particulières, qui auront un double rôle : 

 Traiter les eaux enrichies des élevages ;

 Servir de biomasse pour différente application.

C’est dans ce contexte que nous avons testé l’effet d’un milieu effluent de pisciculture 

(élevage du tilapia O. niloticus) sur la croissance de nos trois souches de microalgues. 

II.4.1. Matériel biologique 

Cette étude expérimentale a été effectuée sur un élevage du tilapia O. niloticus considéré 

comme étant l'un des poissons les plus largement cultivés dans le monde, en effet le tilapia 

élevé représente plus de 75% de la production de tilapia du monde (F.A.O, 2009). Les 

individus du tilapia O. niloticus utilisés au cours de ce travail ont été obtenus auprès du 

laboratoire d’Aquaculture et de Bioremédiation (AQUABIOR).  

Un total de 35 poissons dont le poids varie de 50 à 112 g a été utilisé pour la réalisation de 

cette expérience. Les poissons ont été soumis à une période d’acclimatation d’une semaine 

avant le début de l’expérience, où ils ont été nourris avec un régime référentiel (Benzidane, 

2011). 

II.4.2. Infrastructure d’élevage 

L’expérience a été réalisée dans un aquarium d’une contenance utile de 100 litres (système 

fermé). Un système de filtration, constitué d’un filtre mécanique (Eheim 250) et d’un filtre 

biologique est utilisé. 

II.4.3. Paramètres physico-chimiques 

Les paramètres de la qualité de l’eau étaient contrôlés régulièrement de manière à assurer 

les conditions optimales d’élevage pour le tilapia. La température et la concentration en 

oxygène dissous étaient suivies tous les jours. 
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L’eau est maintenue à une température constante de 27 ± 1°C, grâce à des résistances de type 

thermoplongeantes et vérifiée à l’aide d’un thermomètre à mercure. 

L’aération a été assurée au niveau de l’aquarium grâce à un oxygénateur (Resun : AC-

4000,12 l/min). La teneur en oxygène dissous est maintenue à un minimum de 5 ppm. Cette 

dernière est vérifiée à l’aide d’un oxymètre (Hanna 1945). 

II.4.4. Ration alimentaire et fréquence de nourrissage 

Selon les études réalisées par Lazard (2007), la ration alimentaire optimale quotidienne est 

plus élevée pour les poissons de 2-10 g (environ 11% de la biomasse), plus faible pour les 

juvéniles de 30-35 g (autour de 3% de la biomasse), et nettement plus faible pour les adultes 

de 100-200 g (proche de 1,5%). 

Sur la base de ces recommandations, l’apport alimentaire journalier a été fixé à 2%. 

L’aliment (tableau 9) était distribué quotidiennement 3 fois par jour (9h, 12h et 15h). 

Tableau 10 : Tableau représentatif des constituants majeurs de l’aliment des poissons 

Constituants analytiques

(%) 

Additifs (vitamine)

UI/kg 

Oligoéléments

mg/kg 

Protéine brute 

Matière grasse 

Cendres brutes 

Phosphore 

Calcium 

Sodium 

45% 

17% 

3,1% 

1% 

1,22% 

0,33% 

Vitamine A 

Vitamine D3 

10000 

500 

Cu 

Mn 

Zn 

I 

1 

8 

50 

1,2 

Les prélèvements des milieux étudiés sont effectués tous les 3 jours et ceux-ci durant 12 

jours, puis filtré et stérilisé avant d’être utilisé comme milieu de culture pour nos trois 

souches de microalgues, la composition de ces effluents est analysée en mesurant : le pH, la 

demande chimique en oxygène, la conductivité, la teneur en nitrite et nitrate ainsi que celle 

des orthophosphat et phosphate. 

Plusieurs supplémentations en minéraux et vitamine dans les mêmes proportions que ceux 

du milieu F/2 Guillard en été effectuer a fin d’évité toute limitation (NaNO3, NaHPO4, 

Métaux trace, vitamine). 

Le taux de croissance des souches de microalgues étudiée est mesuré après 7 jours de culture, 

à la fin de cette période expérimentale les différents composants biochimiques sont dosés 

(protéines, carbohydrates et pigments) dans le but d’effectuer une caractérisation 

biochimique des souches et de validé l’utilisation de ses milieux non conventionnelle. 

II.5. Protocoles d’analyse et détermination des grandeurs des souches 

II.5.1. Récolte de la biomasse et lyophilisation 

La récupération de la biomasse microalgale est réalisée en début de la phase stationnaire par 

centrifugation. 

Principe : La biomasse microalgale est récoltée suite à une centrifugation à 8500 tr/min 

pendant 5 min à 20°C. Cette technique de concentration utilise la force centripète afin de 

permettre la séparation des microalgues avec le milieu de culture par simple différence de 

densité. Selon Park et al. (2011), la centrifugation est efficace à 90% et le taux de 

récupération est directement lié au débit fixé en amont. Cette méthode est rapide et efficace, 

et représente une des méthodes les plus utilisées à l’échelle industrielle. 
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Les échantillons sont ensuite congelés à -80°C afin de cristalliser l’eau le plus finement 

possible, protégeant ainsi les parois cellulaires des risques d’éventuelles perforations. Les 

biomasses sont finalement lyophilisées puis conservées à 4°C (Rawat et al., 2011). 

II.5.2. Dénombrement cellulaire 

La concentration en nombre de cellules présente dans la suspension microalgale est 

déterminée pour toutes les souches au microscope optique (Labscope LW200) (objectif 40) 

par comptage sur hématimètre de type Malassez (annexe III). 

II.5.3. Estimation du taux de croissance et du temps de génération 

C’est le taux de changement de la biomasse par unité de temps et par unité de biomasse. Sa 

dimension est donc « T-1 ». 

Le taux de croissance est calculé entre deux valeurs différentes de concentration cellulaire 

n1 et n2, selon la formule utilisée par Mohanadoss (2013) : 

𝜇 =
ln (

𝑛2

𝑛1
)

𝑡2 −  𝑡1

     (11) 

𝐺 =
1

𝜇
    (12) 

Avec : µ : le taux de croissance instantané 

n1 : la biomasse au temps t
1

n2 : la biomasse au temps t
2 

> t
1

G : le temps de génération. 

II.5.4. Dosage des protéines (Méthode de Bradford) 

L'extraction alcaline des protéines a été réalisée à 80°C par ajout de 1 ml de NaOH (0,5 N) 

au culot à 3 reprises pendant 10 mn (Chen, 2013). Le surnageant est récupéré par la suite afin 

d’effectuer notre dosage suivant la méthode de Bradford. 

La méthode de Bradford (1976) est un dosage colorimétrique, basé sur le changement de 

couleur du bleu de Coomassie lorsqu’il s’associe avec les acides aminés basiques, (arginine, 

histidine, lysine) et les acides aminés hydrophobes présents dans les protéines. Les formes 

cationiques (libres) du colorant sont rouge-marron et la forme anionique du réactif 

correspond à la forme liée avec les protéines. L’absorbance de ce complexe est mesurée à 

595 nm et est proportionnelle à la quantité de protéines dans l'échantillon. 

Une gamme étalon comprise entre 0 et 1 mg/ml est réalisée avec une solution mère de sérum 

albumine bovine (SAB) à 1 mg/ml. 

Le réactif de Bradford (BIO-RAD) (annexe V) est dilué au 1/5ème, avec de l’eau milli Q 

stérile, agité puis filtré sur filtre plissé. Le réactif dilué est stocké à l’obscurité à 4°C où il se 

conserve 3 semaines. 100 μl d’échantillon sont mélangés avec 5 ml du réactif de Bradford. 

La solution est incubée 30 min à l’obscurité à température ambiante puis l’absorbance est 

lue à 595 nm (Spectrophotomètre UV-Visible Lambda 35). 

II.5.5. Dosage des carbohydrates 

Les carbohydrates cellulaires ont été estimés après extraction alcaline chaude (Chneegurt, 

1994), en résumé, les culots (obtenus à partir de 1,5 ml de culture) ont été remis en 

suspension dans 0,2 ml d’H2O puis chauffés dans 0,4 ml de KOH à 40% (p/v) à 90 °C 
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pendant 1 h. Après refroidissement, 1,2 ml d'éthanol absolu froid a été ajouté et stocké à -

20°C, les surnageants ont été rejeté suite à une centrifugation et les culots remis en 

suspension dans 1,5 ml de H2O (Chen, 2013). 

Les sucres totaux sont déterminés par colorimétrie à 484 nm par la méthode de Dubois et al. 

(1956). L’hydrolyse des polysaccharides en monosaccharides est réalisée en présence 

d’acide sulfurique fumant (98%). Les monosaccharides obtenus sont déshydratés puis 

réarrangés pour former du furfural à partir des pentoses ou hydroxyméthylfurfural à partir 

des hexoses. Ces composés conduisent à une coloration jaune caractéristique par 

condensation avec le phénol. 

Une gamme étalon de glucose a été préalablement préparée de 0 à 300 mg/l. La coloration 

jaune obtenue a été lue au spectrophotomètre à 484 nm et les concentrations en glucides des 

échantillons ont été déduites en comparaison avec la gamme étalon de glucose (annexe IV). 

II.5.6. Détermination de la concentration et de la composition des pigments 

Le contenu en pigments est déterminé par une méthode spectrophotométrique. Ainsi, un 

volume noté 𝑉1 de la culture est centrifugé pendant 10 minutes à 12000 rpm. Le surnageant 

est éliminé par la suite et le culot mis en suspension dans un volume 𝑉2 convenable de 

méthanol (99,8%) pendant une durée comprise entre 30 minutes et 3 heures, à 44°C et à 

l’obscurité. Par la suite, les débris cellulaires sont précipités et séparés par centrifugation 

pendant 5 minutes à 12000 rpm ; la couleur blanche du culot est un moyen de vérifier que 

l’extraction est complète. L’absorbance du surnageant est mesurée à différentes longueurs 

d’ondes (480, 652, 665 et 750 nm). La mesure de la densité optique à 750 nm (inférieure à 

0,01) permet de vérifier l’absence de turbidité (débris cellulaires restants, bactéries, etc.) 

(Taleb, 2015). 

Trois réplicas sont préparés. Les valeurs moyennes de ces absorbances notées 𝐴480, 𝐴652 

et 𝐴665 sont finalement utilisées pour calculer les concentrations de la chlorophylle a, la 

chlorophylle b et les caroténoïdes via les équations de (Ritchie, 2006) pour les chlorophylles 

et de (Pancha et al., 2015) pour les caroténoïdes : 

[𝐶ℎ𝑙𝑎](𝜇𝑔/𝑚𝑙) = [−8,0962 × 𝐴652 + 16,5169 × 𝐴665] ×
𝑉2

𝑙. 𝑉1

(13) 

[𝐶ℎ𝑙𝑏](𝜇𝑔/𝑚𝑙) = [27,4405 × 𝐴652 − 12,1688 × 𝐴665] ×
𝑉2

𝑙. 𝑉1

(14) 

[𝐶](𝜇𝑔/𝑚𝑙) = [1000 × 𝐴480 − 1,63 × 𝐶ℎ𝑙 𝑎 − 1104,9 × 𝐶ℎ𝑙 𝑏]
/221 

(15) 

La microalgue Nannochloropsis gaditana ne possédant pas de chlorophylle b, les équations 

de détermination des concentrations en pigments sont les suivantes (Artu., 2016) : 

[𝐶ℎ𝑙𝑎](𝜇𝑔/𝑚𝑙) = [13,9 × 𝐴665] ×
𝑉2

𝑙. 𝑉1

(16) 

avec : l−1 : la profondeur optique de la cuve exprimée en cm. 

Connaissant la concentration massique de la culture, la teneur en pigments en gramme de 

pigments par gramme de biomasse sèche peut être calculée. 
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II.5.7. Extraction des lipides totaux 

Un protocole d'extraction a été décrit par Zhu et al. (2002). Il s'agit d'une modification de la 

méthode d'extraction par voie humide Bligh and Dyer (1959) : Les cellules ont été récoltées 

par centrifugation à 8500 tr/min pendant 5 min et lavées une fois avec de l'eau distillée. 

Après séchage, les échantillons ont été broyés dans un mortier et extrait par un mélange de 

chloroforme : méthanol (2 :1, v/v). Après agitation de l'échantillon en utilisant un agitateur 

magnétique, les échantillons ont été centrifugés à 3000 tr/min pendant 10 min. 

La phase solide a été séparée avec soin en utilisant un papier filtre dans lequel deux morceaux 

de papiers filtres ont été appliqués à deux reprises pour fournir une séparation complète. La 

phase solvant est évaporée dans un évaporateur rotatif (Rotary evaporator HS-2005V) sous 

vide à 60°C. La procédure a été répétée deux fois jusqu'à ce que la totalité des lipides soit 

extraite. 

II.6. Analyse statistique 

Dans tous les cas les statistiques descriptives (moyenne ± écart type) sont utilisées pour 

décrire l’ensemble des résultats. Avant toute analyse statistique, nous avons vérifié 

l’homogénéité des variances. Lorsque les variances sont homogènes, l’analyse statistique 

consiste en un test paramétrique d’ANOVA 1. Lorsque les variances ne sont pas homogènes, 

le test statistique consiste en un test non paramétrique de Kruskal-Wallis. 

Pour déterminer si les différences entre les moyennes obtenues sont significatives, nous 

utilisons le test de Tukey (HSD) dans le cas de l’ANOVA 1 et celui de Mann-Witney dans 

le cas de Kruskal-Wallis. Les valeurs de (p<0,05) ont été considérées comme statistiquement 

significatives. 
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Chapitre III – Résultats 

III.1. Description morphologique des taxons observés au niveau de l’estuaire de 

l’Oued Chéliff 

III.1.1. Caractères principaux des genres de microalgues observées

Les résultats consignés dans le tableau 11 ont été obtenus grâce à l’étude morphologique des 

genres de microalgues rencontrés au niveau des deux sites d’échantillonnage (figure 26). 

Figure 26: Observation microscopique (microscope optique ×100) °des souches rencontrées au niveau de

l’estuaire de l’Oued Chéliff (stations S1de 1 à 9, stations S2 : 9 et 11) (AQUABIOR, 2017). 

 AQUABIOR, 2017 (1)  AQUABIOR, 2017 (2) 

AQUABIOR, 2017 (3)  AQUABIOR, 2017 (4) 

AQUABIOR, 2017 (5) AQUABIOR, 2017 (6) 
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Figure 26 (Suite): Observation microscopique (microscope optique ×100) °des souches rencontrées au niveau

de l’estuaire de l’Oued Chéliff (stations S1de 1 à 9, stations S2 : 9 et 11) (AQUABIOR, 2017). 

AQUABIOR, 2017 (7) 

 AQUABIOR, 2017 (8) 

 AQUABIOR, 2017 (9)  AQUABIOR, 2017 (10) 

 AQUABIOR, 2017 (11) 
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Tableau 11 : Caractères principaux des microalgues observées 

Genre Thalle 

Cellule 

Taille La classe Gelée 
Agencement Forme 

Nannochloropsis sp. 

(1) 
Unicellulaire Solitaires 

Non mobiles, 

sphériques à ovoïdes 
2 à 3 μm Eustigmatophyceae Absente 

Entomoneis 

Sp. 

(2) 

Unicellulaire Solitaires 

Tordues autour de 

l'axe apical (frustules 

torsadées) 

15 à 20 

μm 
Bacillariophyceae Absente 

Cylindrotecha 

Sp. 

(3) 

Unicellulaire Solitaires 

Fusiforme non 

tordues longues et 

étroites, en forme 

d'aiguilles 

20 à 25 

μm 
Bacillariophyceae Absente 

Tetraselmis 

Sp. 

(4) 

Unicellulaire 

Solitaire, nage 

libre, cellules de 

thécate. 

Rondes, ovoïdes, 

elliptiques, aplaties, 

comprimées 

Mobile grace à 4 

flagelles 

3 à 5 μm Chlorophyceae Absente 

Dunaliella 

Sp. 

(5) 

Unicellulaire Solitaires, 

Mobiles par deux 

flagelles de longueur 

égale, de forme 

allongée à ovoïde 

9 à 11 

μm 
Chlorophyceae Absente 

Porphyridium sp 

(6). 
Unicellulaire 

Solitaires, mais 

souvent groupés 

en colonies 

irrégulières 

Sphériques à ovoïdes 
2,5 à 4 

μm 
Rhodophycée 

Une 

matrice 

mucilagin

euse mal 

définie 

Staurosira 

Sp. 

(7) 

Pluricellulaire Chaînette 

Ovale, elliptique, 

cruciforme ou 

triangulaire 

2 à 4 μm Bacillariophyceae Absente 

Espèce non 

identifiée 

(8) 

Unicellulaire Solitaires 
Bâtonnet arrondie à 

l’extrémité 
3 à 5 μm Bacillariophyceae Absente 

Scenedesmus 

Sp. 

(9) 

Pluricellulaire 

Cénobe plat ou 

un peu arqué, 

linéaire ou en 

2series 

alternantes. 

Cylindrique, 

fusiforme, ovoïde, 

ellipsoïdale 

2,5 à 5 

μm 
Chlorophyceae Absente 

Planothidium sp. 

(10) 
Unicellulaire Solitaires 

Sommets parfois 

étirés ou largement 

capitalisés 

Légèrement 

incurvées 

4à8 

μm 
Bacillariophyceae Absente 

Tetranephris 

brasiliensis 

(11) 

Unicellulaire 

Solitaires, 

alvéoles grappes 

pendant la 

division cellulaire 

Hélicoïdale, semi-

circulaire incurvée 
2 à 5 μm Chlorophyceae Absente 
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III.1.2. Identification morphologique des souches étudiées par observation au

microscope électronique à balayage (MEB) 

Figure 27 :  Photos des souches étudiées prises après observation au microscope électronique à balayage 

(Nannochloropsis gaditana (A (×4000) - B (×9000)), Tetranephris brasiliensis (C (×4500) - D (×20000)), 

Scenedesmus sp. (E (×8500) - F (×15000)) 

AQUABIOR, 2017  (A) 

B

AQUABIOR, 2017  (B) 

B

AQUABIOR, 2017  (C) 

B

AQUABIOR, 2017  (D) 

B

AQUABIOR, 2017  (E) 

B

AQUABIOR, 2017  (F) 

B
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L’observation au microscope électronique à balayage (MEB) nous a permis d’obtenir des 

images de haute résolution de la surface des différentes souches de microalgues isolées et 

étudiées (figure 27). 

 Nannochloropsis gaditana

Les cellules se caractérisent par une forme sphérique et un diamètre qui se situe entre 1,7 et 

2,1 µm comme illustré dans la figure 27 (A), cette microalgue est non motile, n'exprimant 

pas de caractéristiques morphologiques distinctes, et ne peut être donc distinguée par la 

microscopie optique ou électronique. 

 Tetranephris brasiliensis

Les cellules sont en forme de rein (corne ou haricot) avec les deux pôles arrondis, Le 

cénobium de Tetranephris brasiliensis est généralement formé par quatre cellules disposées 

de manière cruciale rayonnant d’un centre commun, leur longueur varie entre 4 et 5.8 µm et 

la largeur de 6 à 8.6 µm (figure 27 (C)). 

 Scenedesmus sp.

Les cellules non motiles sont couramment organisées en forme de cénobies avec un nombre 

fixe de cellules dans une colonie : des multiples de deux, de quatre ou de huit cellules 

disposées obliquement en séries distinctes (figure 27 (E)). Ces dernières sont fusiformes, 

égales, un peu ventrues au milieu, aiguës à l'extrémité libre et subaiguës ou arrondies à 

l’intérieur formant environ des cellules elliptiques de 5μm de longueur et 3 μm de largeur. 

III.1.3. Identification des souches étudiées par techniques de biologie moléculaire

Les souches de microalgues faisant l’objet de cette étude expérimentale ont été identifiées 

par les techniques de biologie moléculaire (séquençage du gène codant pour l’ARN 18S), 

l’ADN a été extrait de culture en phase de croissance, puis amplifié par PCR à l’aide des 

primers NS51 et NS61. Après amplification et électrophorèse sur gel d’agarose en présence 

d’un standard, un fragment d’environ 500-pb a été identifié (figure 28). 

Figure 28 : Migration du fragment d’ADN codant pour l’ARNr 18S des deux souches étudiées avec une 

échelle de poids moléculaire (Trans 5K DNA marker) 
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La comparaison des séquences d’ADN codant pour l’ARNr 18S présentes sur le site NCBI 

avec celles obtenues pour les microalgues étudiées au cours de ce travail de thèse a donc 

permis leur identification comme étant deux chlorophycées appartenant à la famille des 

Scenedesmaceae à savoir Tetranephris brasiliensis et Scenedesmus sp. (figure 29). 

Figure 29 : Arbre phylogénétique déduit de la comparaison des séquences des gènes codantts pour les ARNr 

18S des microalgues par la méthode Neighbor-Joining en utilisant le programme MEGA 6 

III.1.4. Évaluation de la facilité de culture des souches (Caractérisation qualitative et

quantitative de la croissance en conditions optimales des souches cultivées en 

miniphotobioreacteur) 

Les courbes de croissance de la souche marine et des souches d’eau douce sont illustrées 

dans la figure 30. Toutes les souches ont montré une phase de latence relativement courte (2 

jours au maximum), se qui révèle leur facilité d’adaptation aux conditions de culture. 

Par ailleurs, la formation de biofilms et la sédimentation des cellules ont été examinées, 

aucune formation de biofilms ou sédimentation n’a été observée pour les souches 

Nannochloropsis gaditana et Tetranephris brasiliensis, en revanche, une faible 

sédimentation a été obtenue en fin de la période expérimentale pour la souche Scenedesmus 

sp.. Ces premiers essais révèlent une différence dans le comportement de croissance des 

souches exposées aux mêmes conditions de culture et montre l’intérêt de prendre en compte 

ce critère de comportement général en culture dans la procédure de criblage et de sélection 

de souches. 

http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=4953
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Figure 30 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire des trois souches de microalgues étudiées 

cultivées en condition de croissance normale (favorable) (n=3) 

Tableau 12 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) des microalgues étudiées cultivées en condition de croissance normale 

(favorable) (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

Nannochloropsis 

gaditana 
0,315 ± 0,001 (a) 2,195 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

Tetranephris 

brasiliensis 
0,342 ± 0,003 (b) 2,026 425,66 ± 19,62 482,28 ± 21,73 

Scenedesmus sp. 0,317 ± 0,004 (c) 2,186 398.33 ± 2,12 806,16 ± 4,29 

La figure 31 présente les valeurs moyennes du biovolume cellulaire et de la surface pour 50 

individus. La chlorophycée Scenedesmus sp. se caractérise par le plus grand biovolume 

cellulaire (28,92 µm3 ± 17,85) (p≤ 0,05), suivie par T brasiliensis et N gaditana. Néanmoins 

la plus grande surface est obtenue pour N gaditana (p≤ 0,05) avec une valeur de 41,83 µm2 

± 17,04, en effet moins le biovolume cellulaire est important plus la surface est grande et 

vice versa. 

Figure 31 : Histogrammes représentatifs du biovolume cellulaire (a) ainsi que dela surface (b) des souches 

étudiées (n=50), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2. Validation des performances en croissance des souches sous des conditions de 

culture optimales et défavorables 

III.2.1. Paramètres physiques

III.2.1.1. Nannochloropsis gaditana

III.2.1.1.1. Influence des flux incidents et des différentes photopériodes sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique 

L’analyse statistique de la variation du taux de croissance en fonction du flux incident et des 

différentes photopériodes (figure 32), montre un effet significatif (p ≤0,05). Durant les trois 

premiers jours de chaque photopériode, la croissance cellulaire est stable (phase de latence) 

avec des valeurs moyennes de concentration cellulaire variant de 20 à 42,33×105 cellules/
ml 

Une évolution progressive et significative (p≤ 0,05) du nombre de cellules est observée sous 

toutes les photopériodes à q0=50 et 100 µmol de photons m-2s-1, la concentration maximale 

est atteinte au bout du 12ème jour de culture et est estimée à 557 (± 54,28) millions cellules/ml 

sous 18h d’illumination à 100 µmol de photons m-2s-1.  

Par ailleurs, la concentration cellulaire des deux autres photopériodes (12h/12h et 06h/18h 

lumière/obscurité) reste maintenue dans un état de latence jusqu’à J9. Leur concentration est 

maximale à J12 avec une valeur de 122 (± 6,92) millions de cellules/ml pour une photopériode 

de 12h/12h sous 100 µmol de photons m-2s-1, et une valeur de 60 (± 11,31) millions de 

cellules/ml sous 06h d’illumination. 

Figure 32 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différents flux 

incidents et différentes photopériodes (n=3) 

Le tableau 13 représente le taux de croissance, le temps de génération, la biomasse 

maximale ainsi que la matière sèche produite sous différentes photopériodes et 

intensités lumineuses. On constate que le meilleur taux de croissance est obtenu sous 18h 

d’éclairement à 100 µmol de photons m-2s-1 (p≤ 0,05) avec une valeur égale à 0,360 Jˉ¹ ± 

0,006, et le plus faible sous une photopériode de 06h (0,08 Jˉ¹± 0,05). 
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Tableau 13 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différents flux incidents et 

différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05). 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(× 105 

cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

24h/24h(50) 0,315 ± 0,001 (a) 2,2 362,66 ± 12,85 1310,01 ± 46,76 

24h/24h(100) 0,320 ± 0,009 (a) 2,16 405 ± 9,16 1471,98 ± 33,33 

18h/06h(50) 0,331 ± 0,010 (b) 2,09 401 ± 72,54 1456,43 ± 263,85 

18h/06h(100) 0,360 ± 0,006 (c) 1,925 557 ± 54,28 1913,06 ± 197,43 

12h/12h(50) 0,141 ± 0,003 (d) 4,91 94,33 ± 3,78 341,09 ± 13,76 

12h/12h(100) 0,161 ± 0,002 (d) 4.304 122 ± 6,92 450,98 ± 30,86 

06h/18h(50) 0,112 ± 0,016 (e) 6,187 55,33 ± 8,02 218,40 ± 18 

06h/18h(100) 0,080 ± 0,050 (f) 8,662 60 ± 11,31 211,15 ± 30,93 

En ce qui concerne la variation de la composition biochimique en fonction du flux incident 

et des différentes photopériodes, l’analyse statistique ANOVA 1 montre un effet significatif 

(p ≤ 0,05). La figure 33 illustre les pourcentages des composés biochimiques (protéines, 

carbohydrates, lipides et pigments (Chlorophylle a et caroténoïdes)) de la souche 

Nannochloropsis gaditana sous différentes intensités lumineuses et photopériodes (24/0, 

18/06, 12/12 et 06/18h lumière/obscurité). 

En termes de valeurs absolues le meilleur pourcentage en carbohydrates (17,16 % ± 1,14) et 

celui des lipides (p≤ 0,05) (24,07 % ± 1,30) a été obtenu sous une culture exposée à 24h 

d’illumination et une intensité lumineuse de 100 µmol de photons m-2s-1  (figure 33 a). La 

meilleure valeur en protéines (p≤ 0,05) (31,14 % ± 3,38) est notée sous18h d’eclairement a 

(100 µmol de photons m-2s-1. 

La figure 33b évoque la concentration des pigments (chlorophylle a et caroténoïdes), la 

chlorophylle a présente le plus grand pourcentage (p≤ 0,05) (3,66% (± 0,08)) sous 18h de 

lumière et 06h d’obscurité (100 µmol de photons m-2s-1). Les cellules renferment également 

un pourcentage égal à 0,90% (± 0,003) en caroténoïdes sous la même photopériode mais 

sous une intensité plus importante (100 µmol de photons m-2s-1). 
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Figure 33 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différents flux 

incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.1.1.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique 

Les résultats relatifs à l’effet de la température sur la croissance cellulaire de 

Nannochloropsis gaditana sont présentés dans la figure 34.  

La concentration initiale est faible de J1 à J3, puis augmente jusqu'au 12éme jour et ce pour 

chaque température, afin d’atteindre un maximum de 287,5 ± 4,94×105 cellule/ml, 379 ± 

12,48×105cellule/ml et 361,5 ± 2,12×105 cellule/ml à 20°C, 25°C et 30°C respectivement. 

Néanmoins le taux de croissance cellulaire est significativement (p≤ 0,05) plus important 

sous une température de 25°C avec une valeur égale à (0,316 ± 0,001 J-1) (tableau 14). 

Figure 34 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différentes 

températures (n=3) 
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Tableau 14 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes température (n=3), 

les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

20°C 0,226 ± 0,003 (a) 2,41 287,5 ± 4,94 1049,63 ± 18 

25°C 0,244 ± 0,001 (b) 2,19 379 ± 12,48 1374,42 ± 45,42 

30°C 0,243 ± 0,004 (a) 2,30 361,5 ± 2,12 1314,77 ± 7,71 

La figure 35, montre l’évaluation du pourcentage des composants biochimiques de la souche 

marine N gaditana enregistrés sous les trois températures testées. L’analyse statistique révèle 

un effet significatif (p≤ 0,05). 

Les meilleurs pourcentages en composants biochimiques à savoir les carbohydrates, les 

protéines ainsi que ceux des lipides sont enregistrés sous une culture exposée à une 

température de 25°C avec des valeurs égales à (17,92% ± 0,65), (31,08% ± 2,52) et (28% ± 

1,39) respectivement. 

L’analyse statistique ne révèle aucun effet de la température sur la composition en pigments 

(p≥ 0,05). En termes de valeurs absolues les meilleurs pourcentages en chlorophylle ont été 

obtenus sous une température plus élevée que l’optimum 30°C (3,71% ± 0,07), de même 

pour les caroténoïdes (0,339% ± 0,004). 

Figure 35 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

III.2.1.1.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition biochimique 

L’analyse statistique montre un effet significatif des différents pH sur le taux de croissance 

de la souche N gaditana, le suivi de la croissance cellulaire révèle que cette dernière présente 

une meilleure croissance à pH8 (0,316 ± 0,005 j-1) (tableau 15), nous notons une croissance 

faible les deux premiers jours (phase de latence) puis accélérée à partir de J3 pour atteindre 

une valeur maximale en fin d’expérimentation (379 ± 12,48 × 10 5 cellule/ml). Cette souche 

exprime une croissance modérée à pH10 (0,245 ± 0,001 j-1) et pH6 (0,277 ± 0,001 j-1) mais 

ne résiste pas à un pH très acide pH4 (figure 36). 
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Figure 36 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différents pH 

(n=3) 

Tableau 15 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différents pH, (n=3), les taux 

de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

10 0,245 ± 0,001 (a) 2,82 240 ± 7,21 869,24 ± 26,22 

8 0,316 ± 0,005 (b) 2,19 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

6 0,277 ± 0,001 (c) 2,50 254,66 ± 3,05 926 ± 11,11 

4 - - - - 

La figure 37 représente les pourcentages des composants biochimiques cellulaires de N 

gaditana cultivée sous différents pH. L’analyse statistique ne révèle aucun effet significatif 

(p≥ 0,05). 

En termes de valeurs absolues le pourcentage en protéines de la souche cultivée à pH8 est 

estimé à (31,08% ± 2,52) et représente donc la meilleure valeur suivie par celui des lipides 

(23,23% ± 4,18), tandis que le meilleur pourcentage en carbohydrates est noté sous pH6 

(13,83% ± 1,12) (figure 37a). Un pH égal à 8 permet d’obtenir le meilleur pourcentage en 

chlorophylle a avec une valeur égale à (3,67% ± 0,03). Celui des caroténoïdes est enregistré 

sous pH6 (0,326% ± 0,003) (figure 37b). 

Figure 37 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différents pH 

(n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.1.1.4. Influence de la salinité sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique 

La figure 38 représente les valeurs moyennes de la concentration cellulaire mesurées pour 

chaque salinité.  

Nous enregistrons des phases de latence très courte (une journée) suivie par une 

augmentation très accélérée jusqu’à J8 et ceux pour tous les teneurs en NaCl, qui se stabilisent 

par la suite et atteignent une valeur maximale de 459 ± 6,55 × 10 5 cellule/ml sous 30 PSU. 

Figure 38 : Evolution temporelle de l’effet de la salinité sur la concentration cellulaire de Nannochloropsis 

gaditana cultivée sous différentes salinités (n=3) 

En outre, la culture en eau douce et celle à 75 PSU marque une croissance plus lente avec 

un taux de croissance de 0,299 J-1 ± 0,0005 et 0,274 J-1 ± 0,002respectivement (p≤ 0,05) 

(tableau 16). 

Tableau 16 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes salinités (n=3), les 

taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

Eau douce 0,299 ± 0,0005  (a) 2,31 310 ± 1,41 1120,47 ± 3,63 

15 PSU 0,341 ± 0,002  (b) 2,03 432 ± 8 1575,18 ± 29,09 

30 PSU 0,347 ± 0,001  (c) 1,99 459 ± 6,55 1664, 02 ± 23,84 

45 PSU 0,333 ± 0,001  (d) 2,08 391 ± 1 1426,88 ± 3,637 

60 PSU 0,310 ± 0,0002  (e) 2,23 328,33 ± 8,02 1198,14 ± 29,17 

75 PSU 0,274 ± 0.002   (f) 2,529 238,33 ± 6,02 869,81 ± 21,92 

Les pourcentages en lipides (26,02% ± 1,35) et en protéines (29,60% ± 0,58) sont 

significativement (p≤ 0,05) plus importants sous une salinité correspondant à 30 et 60 PSU 

respectivement. Le pourcentage en carbohydrates atteint un maximum de (15,65% ± 0,21) 

sous 30 PSU. 

La figure 39 représente le pourcentage en pigments de la souche N gaditana cultivée sous 

plusieurs salinités. Le test statistique révèle une différence significative des pourcentages en 

chlorophylle a (p≤ 0,05), la meilleure valeur est notée sous une salinité de 45 PSU (4,84% ± 

0,007).  

Aucune différence significative (p≥ 0,05) n’est enregistrée pour les caroténoïdes mais en 

termes de valeurs absolues le plus grand pourcentage est de (0,246% ± 0,002) sous 75 PSU. 
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Figure 39 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes  

salinités (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.1.1.5. Étude de différentes géométries de photobioréacteur 

 Influence des différentes géométries de photobioréacteur (surface spécifique

éclairée) sur la croissance et la composition biochimique.

La croissance cellulaire varie significativement (p≤ 0,05) en variant la surface spécifique 

éclairée, elle démarre lentement puis augmente progressivement jusqu’à J9 et ce sous toutes 

les conditions de cultures testées. Au-delà de cette période la croissance se stabilise et atteint 

le meilleur taux de croissance (0,336 j-1± 0005) sous une surface spécifique éclairée de 0,2 

m-1 avec une matière sèche égale à 1560,55 mg/l ± 23,84 (tableau 17). Le taux de croissance 

augmente en augmentant la surface spécifique éclairée. 

Figure 40 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana selon la surface spécifique 

éclairée (n=3). 

Tableau 17 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes surfaces 

spécifiques éclairée (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05). 
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0,2 m-1 0,336 ± 0,005 (a) 2,06 429 ± 6,55 1560,55 ± 23,84 

0,153 m-1 0,316 ± 0,001 (b) 2,19 344,66 ± 3,51 1255,55 ± 12,7 

0,125 m-1 0,303 ± 0,001 (c) 2,28 306,66 ± 4,93 1114,35 ± 17,94 

0,1 m-1 0,322 ± 0,001 (d) 2,15 366 ± 4,39 1328,69 ± 15,85 

La composition biochimique de N gaditana est significativement (p≤ 0,05) influencée par la 

valeur de la surface spécifique éclairée, tous les composant enregistrent des pourcentages 

plus élevés (p≤ 0,05) sous 0,2 m-1 de surface spécifique éclairée ((15,26% ± 0,54) en 

carbohydrates, (33,02% ± 0,7) en protéines et (27,36% ± 0,91) en lipides) (figure 41a), de 

même pour la chlorophylle a qui affiche une valeurs égale à (4,19% ± 0,0005), en revanche 

une surface spécifique éclairée de 0,125 m-1 permet a la cellule d’accumuler le plus grand 

pourcentage en caroténoïdes (0,294% ± 0,007) (p≥ 0,05) (figure 41b). 

Figure 41 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

surfaces spécifiques éclairées (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

 Elaboration et test d’un système de culture à l’échelle pilote (système de type

plat)

L’analyse statistique révèle un effet significatif (p≤ 0,05) de la géométrie du système de 

culture sur le taux de croissance enregistré, néanmoins nous constatons une similitude dans 

la cinétique de croissance de la souche N gaditana du début de la période expérimentale 

jusqu’à J7. A partir de J8 la croissance s’accélère pour atteindre une valeur maximale de 430 

± 10,066 × 10 5 cellule/ml (p≤ 0,05) (figure 42) et un taux de croissance égal à 0,319 ± 0,001 

J-1en utilisant le photobioreacteur plat (tableau 18). 
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Figure 42 : Comparaison d’une évolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivées 

dans deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique) et (B : systeme de culture de 

type plat) (n=3) 

Tableau 18 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée dans deux systèmes de culture 

distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type plat) (n=3), les taux de 

croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05). 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

A 0,316 ± 0,001 (a) 2,19 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

B 0,319 ± 0,001 (b) 2,17 430 ± 10,066 1569,33 ± 36,61 

L’étude de ces deux systèmes de culture ne révèle aucun effet significatif (p≥ 0,05) du 

systeme de culture de type plat sur la composition biochimique de la souche N gaditana : en 

termes de valeurs absolues nous enregistrons des valeurs très rapprochées en faveur du 

système plat (14,57% ± 0,58) en carbohydrates, (32,92% ± 2,62) en protéines et (23,99% ± 

4,14) en lipides (figure 43a). Cet effet significativement positif (p≤ 0,05) se poursuit pour 

les pigments qui voient leurs pourcentages augmentés lors de l’utilisation du 

photobioreacteur plat (3,96% ± 0,53) en chlorophylle a et (1,61% ± 0,024) de caroténoïdes 

(figure 43b). 

Figure 43 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée dans deux systèmes 

de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type plat) (n=3), les 

histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05). 
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III.2.1.2. Tetranephris brasiliensis

III.2.1.2.1. Influence des flux incidents et différentes photopériodes sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique 

L’analyse statistique ANOVA1 montre un effet significatif (p≤ 0,05) de l’intensité 

lumineuse ainsi que des différentes photopériodes sur le taux de croissance cellulaire. 

Du premier jusqu’au troisième jour de chaque photopériode, la croissance cellulaire est dans 

un état de latence avec des valeurs moyennes de concentration cellulaire variant entre 20 et 

55 millions cellules/ml, suivie d’une phase exponentielle pour atteindre la valeur maximale 

de 441,66 millions cellules/ml à J12 sous 24h d’éclairement à 100 µmol de photons m-2s-1 

 (p≤ 0,05). La figure ci-dessous (figure 44) représente l’effet de l’intensité lumineuse et les 

différentes photopériodes en fonction du temps. 

A partir de J3, la phase exponentielle démarre avec une évolution progressive jusqu’à la fin 

de la période expérimentale où elle atteint la meilleure concentration cellulaire (389,66 ± 

6,80 ×105 cellules/ml) sous éclairement continu, ainsi qu’une faible concentration

cellulaire (96 ± 4,24×105 cellules/ml) sous une photoperiode de 06h de lumière/18h

d’obscurité 50 µmol de photons m-2s-1. 

On remarque une forte augmentation (phase exponentielle) de J3 jusqu’à J9 sous 18h 

d’illumination suivie d’une phase stationnaire de J9 jusqu’à J10 avec une concentration 

cellulaire égale à 281,33 ± 28,006×105 cellules/ml à 50 µmol de photons m-2s-1.

Figure 44 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivées sous 

différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3) 

Le tableau ci-dessous (tableau 19) représente les valeurs des concentrations maximales, 

le taux de croissance, le temps de génération ainsi que la matière sèche correspondent à 

chaque photopériode et intensités lumineuses. 

Le taux de croissance le plus faible est enregistré sous une photopériode de 06h lumière/18h 

obscurité (p≤ 0,05) avec une valeur de 0,169 Jˉ¹ (± 0,001) à 50 µmol de photons m-2s-1, en 

revanche le meilleur taux de croissance est enregistré sous une photopériode de 24h à 50 

µmol de photons m-2s-1 avec une valeur de 0,342 Jˉ¹. 
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Tableau 19 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différents flux 

incidents et différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05). 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

24h/0h(50) 0,327 ± 0,0007(a) 2,11 389,66 ± 6,80 431,36 ± 7,53 

24h/0h(100) 0,342 ± 0,004  (a) 2,02 441,66 ± 26,40 488,92 ± 29,54 

18h/06h(50) 0,308 ± 0,02   (ab) 2,25 328,33 ± 73,66 363,46 ± 81,54 

18h/06h(100) 0,317 ± 0,01   (ab) 2,18 454,66 ± 40,15 527,48 ± 44,45 

12h/12h(50) 0,137 ± 0,003  (b) 5,05 117 ± 2,82 129,51 ± 3,13 

12h/12h(100) 0,159 ± 0,001  (b) 4,35 116 ± 4,24 128,41 ± 4,69 

06h/18h(50) 0,184 ± 0,001  (c) 3,76 96 ± 4,24 106,27 ± 3,91 

06h/18h(100) 0,169 ± 0,006  (c) 4,10 105 ± 2,82 116,23 ± 3,13 

La figure 45 illustre les pourcentages des composées biochimiques de la souche T 

brasiliensis sous différentes intensités lumineuses (50 et 100 µmol de photons m-2s-1) et 

différentes photopériodes (24/0, 18/06, 12/12 et 06/18 h L/O). L’analyse statistique ne 

montre aucun effet significatif (p≥ 0,05) de la lumière sur le pourcentage en protéines, 

lipides, chlorophylle b et les caroténoïdes, contrairement au carbohydrate et a 

chllorophylle a (p≤ 0,05).  

En termes de valeurs absolues les meilleurs résultats (pourcentages) notés en 

carbohydrates, en protéines ainsi qu’en lipides sont de 17,90% ± 4,67, 40,37% ± 1,23 et 

15% ± 11,10 respectivement sous illumination continue à 100 µmol de photons m-2s-1. La 

concentration en chlorophylle a de la souche T brasiliensis montre également une hausse 

significative (p≤ 0,05) sous cette même photopériode et intensité lumineuse avec un 

pourcentage égal à 3,76% ± 2,17, 1,28% ± 0,01 et 0,327% ± 0,007 pour la chlorophylle a, 

chlorophylle b et les caroténoïdes respectivement. 

Figure 45 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différents flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.1.2.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition

biochimique 

Pour ce qui est de l’effet de différentes températures sur le taux de la croissance cellulaire 

l’ANOVA 1 ne montre aucune différence significative (p≥ 0,05) (tableau 20). Au moment 

de l’inoculation, la croissance cellulaire est estimée à 20×105cellule/ml, la croissance 

cellulaire augmente jusqu’au 12éme jour où elle atteint son maximum (296 ± 9,89×105

cellule/ml, 446 ± 1,41×105cellule/ml à 20°C et 25°C respectivement) et 343,6 ± 

24,58×105cellule/ml au bout du 11éme jour à 30°C (figure 46). 

Figure 46 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes températures (n=3) 

Tableau 20 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que dela matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différentes 

températures (n=3) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

20°C 0,290 ± 0,001 2,38 296 ± 9,89 328,67 ± 10,95 

25°C 0,344 ± 0,005 2,01 446 ± 1,41 492,72 ± 1,56 

30°C 0,312 ± 0,008 2,22 343,6 ± 24,58 380,43 ± 27,21 

Suite au dosage effectué en fin de la phase exponentielle nous enregistrons les meilleurs 

pourcentages en carbohydrates (18,77% ± 0,23), protéines (42,19% ± 0,85) et lipides 

(18,59% ± 0,48) sous des températures égales à 25°C, 30°C et 20°C respectivement (p≤ 

0,05). Une température de 25°C permet d’obtenir un pourcentage de 4,19% ± 0,05 en 

chlorophylle a et 1,53% ± 0,007 en chlorophylle b, en revanche nous notons le meilleur 

pourcentage en caroténoïdes (0,310 ± 0,03) sous 30°C (p≤ 0,05) (figure 47 b). 
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Figure 47 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

III.2.1.2.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique 

L’analyse statistique montre un effet significatif (p≤ 0,05) du pH sur la croissance cellulaire 

de T brasiliensis. 

En effet la croissance fluctue de manière significative (p≤ 0,05) à pH8 passant de 20 à 379 

± 12,48× 10 5 cellule/ml (figure 48) avec un taux de croissance égal à 0,316 ± 0,0005 j-1 au 

bout de 10 jour de culture (tableau 20). A pH4 nous n’enregistrons aucune croissance. 

Figure 48 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différents pH (n=3) 

Tableau 21 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différents pH 

(n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

10 0,245 ± 0,001  (a) 2,82 240 ± 7,21 869,24 ± 26,22 

8 0,316 ± 0,0005 (b) 2,19 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

6 0,277 ± 0,001  (c) 2,50 254,66 ± 3,05 926 ± 11,11 
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Nous ne notons aucun effet significatif (p≥ 0,05) du pH sur la composition biochimique 

après étude statistique, en termes de valeurs absolues les meilleurs pourcentages en 

carbohydratres, protéines et lipides sont enregistrés à pH8 avec des valeurs de 17,54% ± 

0.16, 41,27% ± 4.71 et 15,47% ± 0.38 respectivement (figure 49a). C’est le cas aussi pour 

les pigments avec des valeurs maximales de 3,66% ± 0.01 en chlorophylle à, 0,290% ± 0.01 

en chlorophylle b et 2,38% ± 0.01 en caroténoïdes (figure 49b). 

Figure 49 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différents pH (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

III.2.1.2.4. Influence des différentes géométries de photobioréacteur sur la 

croissance et la composition biochimique 

 Etude de différentes géométries de photobioréacteur (surface spécifique

éclairée).

L’étude statistique ANOVA 1 montre un effet significatif (p≤ 0,05) de la surface spécifique 

éclairée sur la croissance de T brasiliensis. On remarque que le taux de croissance est plus 

important pour une culture sous 0.2m-1 (0,258 J-1± 0,002) avec un temps de génération de 

2,68 J, soit un temps moins important en comparaison aux trois autres tests (surfaces 

spécifiques éclairées) (tableau 22). 

Figure 50 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis selon la surface 

spécifique éclairée (n=3) 
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Tableau 22 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tetranephris brasiliensis cultivée sous différentes 

surfaces spécifiques éclairée (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0,2 m-1 0,258 ± 0,002 (a) 2,68 292,33 ± 6,80 325,61 ± 7,53 

0,153 m-1 0,235 ± 0,001 (b) 2,94 193 ± 9,84 212,65 ± 10,90 

0,125 m-1 0,227 ± 0,001 (c) 3,05 267 ± 2,64 291,56 ± 2,92 

0,1 m-1 0,198 ± 0,001 (d) 3,5 142,66 ± 7,50 154,74 ± 8,30 

Aucun effet significatif (p≥ 0,05) de la surface spécifique éclairée n’a été révélé par l’analyse 

statistique. En effet les pourcentages en carbohydrates et protéines de la souche étudiée ne 

varient pas fortement mais restent maximaux à 0,2 m-1 avec des valeurs égales à 18,87% ± 

1,87 et 41,88% ± 2,1 pour les carbohydrates et les protéines respectivement (figure 47a). Les 

pourcentages en lipides et pigments augmentent significativement (p≤ 0,05) en augmentant 

la surface spécifique éclairée (figure 51b). 

Figure 51 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes surfaces spécifiques éclairées (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

 Elaboration et test d’un système de culture (systeme de culture de type plat)

à l’échelle pilote

La souche cultivée sous les deux systèmes de culture évolue d’une manière similaire et ce 

jusqu’au cinquième jour où nous notons une augmentation significative (p≤ 0,05) de la 

culture réalisée au niveau du systeme de culture de type plat (figure 52) avec une biomasse 

maximale égale à 442,66 ± 18,009 (× 10 5 cellule/ml) et un taux de croissance de 0,343 J-1 ± 

0,004 (tableau 23). 

0

5

10

15

20

25

30

35

40

45

50

 0,2 m-1 0,153 m-1 0,125 m-1 0,1 m-1

%

La surface spécifique éclairée

Carbohydrate Protéine Lipide

0

0,5

1

1,5

2

2,5

3

3,5

4

 0,2 m-1 0,153 m-1 0,125 m-1 0,1 m-1

%

La surface spécifique éclairée

Chlorophylle a Chlorophylle b Caroténoïde

a 
ab 

c 
b 

b 

a 

c d 

a ab 

b b 

a b 

a c b ab 



Chapitre III - Résultats -      87 

Figure 52 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée dans 

deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type 

plat) (n=3) 

Tableau 23 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée dans deux 

systèmes de culture distinct (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type plat) (n=3), 

les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ M 

(J-1) 
G 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/ml) 

A 0,342 ± 0,003 (a) 2,026 435,66 ± 19,62 480,28 ± 21,73 

B 0,343 ± 0,004(b) 2,020 442,66 ± 18,009 490,03 ± 19,93 

Le système de culture n’influence pas fortement la composition biochimique de la souche T 

brasiliensis, sa composition ne subit que de légères variations non significatives (p≤ 0,05), 

on enregistre des valeurs très rapprochées en faveur du systeme de culture de type plat, 

(16,92% ± 0,42) en carbohydrates, (44,45% ± 0,90) en protéines et (15,42% ± 0,186) en 

lipides (figure 53a), de même les pigments voient leurs pourcentages augmentés lors de 

l’utilisation du système plat (4,46% ± 0,042), (0,75% ± 0,168) et (0,335% ± 0,012) pour la 

chlorophylle a, la chlorophylle b et les caroténoïdes respectivement (figure 53b). 

Figure 53 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée dans 

deux systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : photobioreacteur plat) (n=3), 

les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.1.3. Scenedesmus sp.

III.2.1.3.1. Influence du flux incident et de différentes photopériodes sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique 

L’étude statistique ANOVA 1 montre un effet significatif (p≤ 0,05) de la lumière (différents 

flux incidents et différentes photopériodes). Au début de chaque culture, la croissance 

cellulaire est faible puis est maintenue dans un état stable de J1 à J3 avec des valeurs 

moyennes de concentration cellulaire variant de 20 × 105à 404,667 × 105 cellules/ml selon 

la photopériode concernée. 

A partir de J3, une augmentation de la croissance est observée pour les quatre photopériodes. 

Cette dernière durera un temps précis et variable d’une photopériode à l’autre. 

De J4 à J12, une augmentation de la croissance est observée sous 24h de lumière avec 

une concentration maximale de 410 ± 8,88× 105 cellules/ml  à q0= 100 µmol de photons

m-2s-1. Sous 12h d’éclairement la croissance est plus faible, elle débute à J8 pour atteindre 

son maximum de 84 ± 6,928× 105 cellules/ml à J12. La phase exponentielle débute en

J4 sous 24h d’illumination pour atteindre une croissance maximale de 404,66 ± 

10,78× 105 cellules/ml à J12 sous une intensité lumineuse de 100 µmol m−2s−1  (figure

54). 

D’autre part, une croissance plus lente est observée avec une photopériode de 06h 

lumière/18h obscurité, elle débute en J8 avec une valeur maximale de 84 ± 6,92 et 100,33 

± 13,2 × 105 cellules/ml  à q0= 50 µmol de photons m-2s-1respectivement.

Le tableau ci-dessous (tableau 24) représente les valeurs des concentrations maximales, 

le taux de croissance, le temps de génération ainsi que la matière sèche correspondant à 

chaque photopériode. Le meilleur taux de croissance est noté durant la photopériode 

24h lumière/0h obscurité avec une valeur de 0,325 ± 0,006 Jˉ¹ à q0= 50 µmol de photons 

m-2s-1 et une valeur de 0,323 ± 0,01Jˉ¹ à 100 µmol de photons m-2s-1. 

Figure 54 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

flux incidents et différentes photopériodes (n=3) 
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Tableau 24 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents flux incidents 

et différentes photopériodes (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 
G 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/ml) 

24h/24h(50) 0,325 ± 0,006 (a) 2,13 387,33 ± 11,67 783,57 ± 23,62 

24h/24h(100) 0,323 ± 0,011 (a) 2,14 410 ± 8,88 829,43 ± 17,98 

18h/06h(50) 0,233 ± 0,018 (b) 2,97 268,33 ± 28,86 542,83 ± 58,39 

18h/06h(100) 0,254 ± 0,005 (b) 2,72 298 ± 34,69 610,946 ± 70,19 

12h/12h(50) 0,139 ± 0,003 (c) 4,98 84 ± 6,92 169,93 ± 14,01 

12h/12h(100) 0,158 ± 0,005 (c) 4,38 100,33 ± 13,20 191,17 ± 24,31 

06h/18h(50) 0,193 ± 0,003 (c) 3,59 100,33 ± 13,20 295,35 ± 2,86 

06h/18h(100) 0,183 ± 0,04   (c) 3,78 148,5 ± 10,60 300,41 ± 21,45 

La figure 55 exprime la valeur en pourcentage des protéines, carbohydrates et celle des 

lipides sous différentes intensités lumineuses et cycles de photopériodes.  

Le plus grand pourcentage en protéines (p≥ 0,05) correspond à la photopériode de 18h 

lumière/06h obscurité sous 100 µmol de photons m-2s-1  avec une valeur de 46,30% ± 6,71 

suivie de 44,37% ± 4,60 sous 24h d’illumination. Cette même photopériode et intensitée 

lumineuse permet à la cellule d’accumuler un pourcentage en carbohydrates (p≥ 0,05) et 

lipides (p≤ 0,05) égale à 19,2% ± 1,99 et 20,2% ± 0,19 respectivement (figure 55a). 

La figure 55 dcrit la concentration des pigments (chlorophylle a, chlorophylle b et 

caroténoïde) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes intensités lumineuses 

(q0= 50 et 100 µmol de photons m-2s-1) et différentes photopériodes (24:0, 18:06, 12:12 et 

06:18 h L/O).  

D’après les histogrammes (figure 55b), nous discernons que la chlorophylle a (p≤ 0,05), la 

chlorophylle b (p≥ 0,05) ainsi que les caroténoïdes (p≤ 0,05) atteignent un pourcentage 

maximal de 3,84% ± 0,06, 0,98% ± 0,03 et 0,377% ± 0,005 sous 24h d’éclairement et une 

intensité lumineuse de 100 µmol de photons m-2s-1 respectivement.  

Figure 55 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

flux incidents et différentes photopériodes (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.1.3.2. Influence de la température sur la croissance cellulaire et la composition

biochimique 

Suite à l’étude statistique il s’avère que la température n’exerce aucun effet significatif (p≤ 

0,05) sur la croissance cellulaire, au début de la période expérimentale, la croissance est lente 

puis s’accélère à partir de J6 où une augmentation de la croissance sous les trois températures 

est observée. La concentration atteint son maximum au bout du 12ème jour de culture (295,33 

± 7,23×105 cellule/ml) à 20°C (figure 56). 

Cependant elle reste stable de J9 à J12 sous une température égale à 25°C et 30°C, la phase 

de croissance est suivie d’une légère diminution puis est maintenue dans un état stable 

jusqu’au 12ème jour. 

Figure 56 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

températures (n=3) 

Tableau 25 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes températures 

(n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitemets 
µ 

(J-1) 
G 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/ml) 

20°C 0,280 ± 0,01 (a) 3,57 295,33 ± 7,23 605,88 ± 1,43 

25°C 0,317 ± 0,004 (b) 3,15 398,5 ± 2,12 806,16 ± 4,29 

30°C 0,264 ± 0,008 (a) 3,78 265,66 ± 5,50 537,44 ± 11,14 

L’étude statistique révèle une différence significative (p≤ 0,05) entre les différentes 

températures testées. Une température de 30°C permet d’obtenir les meilleurs pourcentages 

en protéines et lipides avec des valeurs égales à (44,13% ± 0,16) et (21,27% ± 12,4) 

respectivement, en revanche une culture sous 25°C permet à la cellule d’accumuler 18,29% 

± 2,26 de carbohydrates (figure 57a). Les pourcentages en pigments sont aussi 

significativement (p≤ 0,05) influencés par la température utilisée, le meilleur pourcentage 

en chlorophylle a (3,70% ± 0,15), chlorophylle b (1,15% ± 0,048) et caroténoïdes (0,29% ± 

0,001) est enregistré sous 25°C (figure 57b).  
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Figure 57 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

températures (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

III.2.1.3.3. Influence du pH sur la croissance cellulaire et la composition 

biochimique 

La microalgue verte d’eau douce Scenedesmus sp. croît t sous un large intervalle de pH (de 

4 à 10). Néanmoins la meilleure croissance est significativement (p≤ 0,05) enregistrée a pH8 

(398,5 ± 2,12 × 10 5 cellule/ml) suivie par 234 ± 5,29× 10 5 cellule/ml sous pH6 (figure 58). 

Figure 58 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

pH (n=3) 

Tableau 26 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents pH (n=3), les 

taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
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G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/ml) 

10 0,244 ± 0,004  (a) 2,84 189,33 ± 0.57 383,35 ± 7,15 

8 0,317 ± 0,004  (b) 2,186 398,5 ± 2,12 806,15 ± 4,29 

6 0,260 ± 0,002  (ab) 2,665 234 ± 5.29 473 ± 10,70 

4 0,247 ± 0.002  (a) 2,80 191 ± 3 389,42 ± 7,15 
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Le pH n’exerce aucun effet significatif (p≥ 0,05) sur la composition biochimique, néanmoins 

en termes de valeurs absolues la cellule microalgale Senedesmus sp montre une légère 

variation sous différents pH avec un maximum en carbohydrates (18,29% ± 1,62), protéines 

(43,64% ± 1,17) et lipides (18,85% ± 0,4) sous pH8 (figure 59a). Un pH de 8 s’avère être 

également adéquat pour obtenir les meilleures valeurs en chlorophylle a (3,7% ± 0,05) et en 

chlorophylle b (1,15% ± 0,001), contrairement aux pigments secondaires (caroténoïdes) qui 

enregistrent la meilleure valeur (0,361% ± 0,09) sous pH4 (figure 59b). 

Figure 59 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

pH (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.1.3.4. Effet des différentes géométries de photobioréacteur sur la croissance et 

la composition biochimique 

 Etude de différentes géométries de photobioréacteur (surface spécifique

éclairée).

Suite aux résultats obtenus dans la figure 60 nous constatons que la croissance cellulaire 

varie significativement (p≤ 0,05) en variant la surface spécifique éclairée, elle atteint le 

meilleur taux de croissance (0,239 ± 0,002 J-1) sous 0,2 m-1 avec une matière sèche égale à 

383,69 ± 17,67 mg/l (tableau 26). En effet la croissance diminue quand on diminue la surface 

spécifique éclairée. 

Figure 60 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. selon la surface 

spécifique éclairée (n=3) 
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Tableau 27 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes surfaces 

spécifiques éclairées (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 
G 

B M

(×10 5 

cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0,2 m-1 0,239 ± 0,002 (a) 4,18 189,66 ± 8,73 383,69 ± 17,67 

0,153 m-1 0,209 ± 0,002 (b) 4,78 155,33 ± 6,11 312,23 ± 12,36 

0,125 m-1 0,203 ± 0,003 (c) 4,92 125,33 ± 3,05 254,54 ± 6,18 

0,1 m-1 0,184 ± 0,002 (d) 5,43 120,33 ± 2,51 241,77 ± 5,09 

Les composants cellulaires de Scenedesmus sp. varient (p≤ 0,05) en variant la valeur de la 

surface spécifique éclairée (figure 61a). De ce fait nous notons une augmentation des 

pourcentages des composants biochimiques sous 0,2 m-1de surface spécifique éclairée 

((19,58% ± 0,96) de carbohydrates (p≥ 0,05), (44,52% ± 0,3) de protéines (p≥ 0,05) et 

(20,38% ± 0,36) de lipides (p≤ 0,05)). De même pour la chlorophylle a qui enregistre des 

valeurs égales à (3,87% ± 0,006) (p≤ 0,05), la chlorophylle b (1,05% ± 0,01) (p≤ 0,05) ainsi 

que les caroténoïdes (p≤ 0,05) (0,33% ± 0,002) (figure 61b). 

Figure 61 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

surfaces spécifiques éclairées, les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

 Elaboration et test d’un système de culture (système de culture de type plat)

à l’échelle pilote

La figure 62 ainsi que le tableau 28 mettent en évidence que le potentiel du systeme de 

culture de type plat a amélioré significativement (p≤ 0,05) la croissance cellulaire (taux de 

croissance), en effet cette dernière passe de 0,317 J-1± 0,004 sous miniphotobioreacteur 

cylindrique à 0,327 J-1± 0,0005. Néanmoins nous observons une similitude dans leur schéma 

d’évolution. 
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Figure 62 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée dans deux 

systèmes de culture distincts (A: miniphotobioreacteur cylindrique), (B: systeme de culture de type plat) 

(n=3) 

Tableau 28 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée dans deux systèmes 

de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type plat) (n=3), les taux 

de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ M 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

A 0,317 ± 0,004  (a) 2,186 398,5 ± 2,12 806,15 ± 4,29 

B 0,327 ± 0,0005 (b) 2,119 426,66 ± 5,85 858,76 ± 12,87 

Apres analyse statisqtique (ANOVA 1), aucune différence significative (p≥ 0,05) n’est 

enregistrée quel que soit le système de culture utilisé. 

Toutefois en termes de valeurs absolues nous constatons que le système plat permet à la 

cellule de Scenedesmus sp. d’accumuler des pourcentages plus élevés en carbohydrates 

(17,92% ± 0,12) et lipides (19,54% ± 064,). En revanche les pourcentages en pigments sont 

significativement (p≤ 0,05) plus importants (chlorophylle a (5,6% ± 0,054) et caroténoïdes 

(0,49% ± 0,001)) (figure 63b). 

Figure 63 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp cultivée dans deux 

systèmes de culture distincts (A : miniphotobioreacteur cylindrique), (B : systeme de culture de type plat) 

(n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.2. Paramètres biochimiques

III.2.2.1. Nannochloropsis gaditana

III.2.2.1.1. Influence de la concentration en bicarbonate de sodium sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique 

Au moment de l’inoculation, la densité cellulaire de notre culture était de 20×105cellules par 

ml, puis elle augmente de façon significative (p≤ 0,05) pour atteindre une valeur de 491 ± 

105 cellules (tableau 29) sous une culture supplémentée de 2g/l (23,81 mM) de bicarbonate 

de sodium et enregistre donc le meilleur taux de croissance (0,323 ± 0,01 J-1) (p≤ 0,05). 

Figure 64 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) 

Tableau 29 : Détermination du taux de croissance (µM), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes concentrations de 

bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0 mM 0,316 ± 0,001  (a) 3,16 362,33 ± 17 1317,86 ± 61,86 

5,95 mM 0,299 ± 0,001  (a) 3,34 435,33 ± 5,03 1583,30 ± 18,30 

11,9 mM 0,297 ± 0,0005 (a) 3,36 453,33 ± 1,15 164877 ± 4,19 

23,81 mM 0,323 ± 0,01    (b) 3,09 491 ± 1 1785,76 ± 3,63 

La supplémentation en bicarbonate de sodium joue un effet significativement positif (p≤ 

0,05) sur la composition biochimique interne en augmentant les pourcentages de tous ses 

composants (16,92% ± 0,82) de carbohydrates, (36,07% ± 4,43) de protéines et (37,8% ± 

0,12) de lipides (figure 65a) ainsi que celles des pigments (4,56% ± 0,0005) de chlorophylle 

a et (0,331% ± 0,006) de caroténoïdes (p≤ 0,05) (figure 65b).  
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Figure 65 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) 

III.2.2.1.2. Influence de différentes sources et concentrations d’azote sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique 

 Étude de la croissance et de la composition biochimique sous différentes

sources d’azote

La figure 66 montre l’effet significatif (p≤ 0,05) des différentes sources d’azote sur la 

croissance de la souche marine Nannchloropsis gaditana. 

Au début de la période expérimentale la croissance cellulaire de N gaditana est faible et est 

maintenue dans un état stable de J1 à J2 et ce pour toutes les sources d’azote avec une phase 

de latence plus longue (3 jours) pour CH4N2O.  

Les valeurs moyennes des concentrations cellulaires maximales varient de 379 à 426,5 

millions cellules/ml, quelle que soit la source d’azote utilisée N gaditana révèle une bonne 

croissance avec une préférence significative (p≤ 0,05) pour le chlorure d’ammonium (0,327 

± 0,01 j-1) (tableau 30). 

Figure 66 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3) 
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Tableau 30 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximal 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes sources d’azote 

(n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

NaNO3 0,246 ± 0,002  (a) 3,35 292,5 ± 21,16 1063,82 ± 23,14 

CH4N2O 0,262 ± 0,005  (a) 3,34 376 ± 21,66 1367,51 ± 48,86 

NH4OH 0,273 ± 0,0007 (ab) 3,3 420,5 ± 13,43 1529,35 ± 48,86 

NH4Cl 0,278 ± 0,01    (ab) 3,05 405,33 ± 5,03 1472,98 ± 25,17 

Mixture 0,270 ± 0,003  (a) 3,31 412,5 ± 3,53 1500,26 ± 12,85 

L’analyse statistique (ANOVA 1) révèle un effet significatif (p≤ 0,05) de la source d’azote 

sur la composition biochimique de la microalgue marine.  

Le NaNO3, le NH4CL et l’urée permettent d’obtenir les meilleurs pourcentages en 

carbohydrates (14,85% ± 0,08), protiénes (33,49% ± 1,7) et lipides (36,63% ± 2,3) comme 

illustré dans la figure (67a). 

Le NH4CL s’avère être la source d’azote la plus adéquate pour la production du plus grand 

pourcentage en pigments chez la microalgue N gaditana avec des valeurs égales à 3,64% ± 

0,006 en chlorophylle a et 0,250% ± 0,018 en chlorophylle b. 

Figure 67 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

 Étude de la croissance et la composition biochimique sous différentes

concentrations d’azote

Comme suite à la première expérience, l’influence de la limitation en azote sur la croissance 

des cultures discontinues de la souche a été évaluée. Ainsi, l’évolution temporelle de la 

concentration cellulaire a été suivie pour les différentes concentrations d’azotes appliquées. 

En ce qui concerne la biomasse sèche, la figure 68 montre que celle-ci décroît graduellement 

avec la réduction de la concentration d’azote dans le milieu passant de 665,57 mg/l ± 6,29 

sous 2,20 mM à 1477,83 mg/l ± 20,03 sous 17,64 mM. De plus la concentration en azote 

(nitrogène) exerce un effet significatif (p≤ 0,05) sur le taux de croissance cellulaire (tableau 

31). 
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Figure 68 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations d’azote (n=3) 

Tableau 31 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes concentrations de 

nitrogène (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 
G 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

17,64 mM 0,320 ± 0,002 (a) 3,125 406,33 ± 5,50 1477,83 ± 20,03 

8,82 mM 0,316 ± 0,001 (b) 3,164 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

6,61 mM 0,270 ± 0,003 (c) 3,703 243 ± 4,35 883,79 ± 15,85 

4,41 mM 0,262 ± 0,003 (d) 3,816 220 ± 1 800,14 ± 3,63 

2,20 mM 0,245 ± 0,001 (e) 4,081 183 ± 1,73 665,57 ± 6,29 

La figure (69a) présente les pourcentages des composants intracellulaires déterminés à l’état 

stationnaire des cultures discontinues de N gaditana sous différentes concentrations d’azote. 

Comme le montre cette dernière, la baisse de la concentration d’azote de [N]=8,82mM 

(conditions normales) à [N]=2,20mM déclenche une accumulation significative (p≤ 0,05) au 

niveau des lipides dont le contenu par rapport à la biomasse sèche a augmenté respectivement 

de 23,25 à 37,34%. Ensuite, la teneur en protéines diminue significativement (p≤ 0,05) avec 

la baisse de la quantité d’azote où un pourcentage de 16,14% est noté pour [N]=2,20mM. 

La teneur et la composition cellulaire des pigments ont été ensuite déterminées en régime 

stationnaire pour chaque concentration d’azote testée. La figure (69b) montre une diminution 

significative (p≤ 0,05) de la concentration en pigments totaux qui coïncide avec la 

diminution de la concentration d’azote dans le milieu de culture. Ainsi le contenu des 

pigments totaux baisse fortement de 3,76% dans des conditions optimales de croissance 

jusqu’à 3,3% sous des conditions de limitation en azote pour une concentration 

[N]=2,20mM.  

Les résultats présentés dans la figure (69b) montrent que le pourcentage des caroténoïdes 

s’accroît progressivement avec la baisse de la concentration d’azote dans le milieu pour 

atteindre un maximum sous 2,20mM.  
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Figure 69 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en nitrogène (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤0,05) 

III.2.2.1.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et 

la composition biochimique 

La densité cellulaire initiale de notre culture était de 20×105 cellule/ml sous toutes les 

concentrations de phosphate testées.  

La phase exponentielle démarre à partir de J2 avec une évolution progressive jusqu’à J12 ou 

elle atteint sa valeur maximale (p≤ 0,05) (462,33 ± 1,52×105 cellule/ml, 1681,5 g/l ± 5,55) 

sous une concentration égale à [P]=0,726 mM (figure 70). 

Figure 70 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3) 
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Tableau 32 : Détermination du taux de croissance maximale (µM), du temps de génération (G), de la biomasse 

maximale (BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ M 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0,726 mM 0,347 ± 0,0005 (a) 2,88 462,33 ± 1,52 1681,5 ± 5,55 

0,363 mM 0,316 ± 0,003  (b) 3,16 379 ± 12,48 1378,42 ± 45,42 

0,271 mM 0,273 ± 0,003  (c) 3,66 249,33 ± 6,02 906,82 ± 21,92 

0,181 mM 0,23 ± 0,011   (d) 4,43 232,66 ± 6,24 854,695 ± 23,38 

0,090 mM 0,247 ± 0,002 (e) 4,04 189,66 ± 2,08 689,69 ± 7,57 

L’évolution du pourcentage des différents constituants organiques a été suivie 

(carbohydrates, protéines, lipides totaux et pigments). Les résultats sont présentés dans les 

figures (71a) et (71b). Ces résultats confirment l’effet (p≤ 0,05) de la carence en phosphate 

sur la physiologie cellulaire. Sous des conditions de croissance normales, les cellules de N 

gaditana renferment environ 14,93% ± 1,57 de carbohydrates, 34,68% ± 3,71 de protéines 

et 23,13% ± 1,43 de lipides totaux.  

Une carence en phosphate induit une diminution significative (p≤ 0,05) du pourcentage en 

protéines (22,38% ± 3,12) et celui des carbohydrates (8,31% ± 0,32) mais stimule (p≤ 0,05) 

en parallèle la production de lipides (33,25% ± 0,84). La figure 71b montre l’effet positif et 

significatif (p≤ 0,05) d’une carence en phosphate sur le pourcentage en caroténoïdes en 

augmentant leurs valeurs de (0,30 ± 0,007) à (0,328 ± 0,004). En revanche on note une 

diminution de pourcentage en chlorophylle a est notée (3,20 ± 0,029) sous [P]=0,09 mM 

(figure 71b). 

Figure 71 : Variation de la composition biochimique de la souche N gaditana cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 
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III.2.2.2. Tétranephris brasiliensis 

III.2.2.2.1. Influence de la concentration en bicarbonate de sodium sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique 

Suite aux expériences effectuées nous constatons que la souche T brasiliensis ne favorise 

pas de supplémentations en bicarbonate de sodium et voit donc sa croissance diminuer 

significativement (p≤ 0,05) passant d’un taux de croissance égal à 0,342 ± 0,003 J-1 sans 

supplémentations à 0,267 ± 0,01 j-1 en ajouant 2g/l (23,81 mM) de NaHCO3 (tableau 33).

Figure 72 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3) 

Tableau 33 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différentes 

concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0 mM 0,342 ± 0,003  (a) 2,92 425,66 ± 19,62 482,28 ± 21,73 

5,95 mM 0,321 ± 0,001  (b) 3,11de 457,66 ± 1,52 506,63 ± 1,69 

11,9 mM 0,294 ± 0,0005  (c) 3,4 284 ± 1 314,38 ± 1,107 

23,81 mM 0,267 ± 0,01    (d) 3,74 224,66 ± 19,85 240,77 ± 21,98 

L’analyse statistique révèle un effet significatif (p≤ 0,05) des supplémentations en carbone 

sur les pourcentages en carbohydrates, lipides, chlorophylle a et chlorophylle b. 

En termes de valeurs absolues nous enregistrons les meilleurs pourcentages en carbohydrates 

(25,37% ± 3,53) et lipides (21,27% ± 0,71) sous la plus grande concentration en bicarbonate 

de sodium, contrairement aux protéines qui sont plus présentes (41,27% ± 4,71) sous une 

culture en milieu F/2 Guillard (0g/l d’NaHCO3) (figure 73a). 

Les pigments adoptent le même comportement que celui des carbohydrates et des lipides en 

accumulant les meilleurs pourcentages après addition de 2 g/l d’NaHCO3 (4,53 % ± 0,06 en 

chlorophylle a, 1,75% ± 0,008 en chlorophylle b et 0,33 % ± 0,008 en caroténoïdes) (figure 

73b). 
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Figure 73 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les histogrammes portant des indices différents 

sont significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.2.2.2. Influence de différentes sources et concentration d’azote sur la croissance 

cellulaire et la composition biochimique 

 Étude de la croissance et de la composition biochimique sous différentes

sources d’azote

L’analyse statistique ANOVA 1 montre un effet significatif (p≤ 0,05) de la source d’azote 

sur la croissance cellulaire de la microalgue verte T brasiliensis. 

Au début de la période expérimentale la concentration cellulaire varie de (20×105 à 27×105

cellule/ml). Une augmentation progressive de la densité cellulaire sous l’effet de la mixture, 

de l’urée et du NaNo3 à J12 est estimée à 265×105, 349×105 et 430×105 cellule/ml 

respectivement (figure 74).  

La croissance s’avère être très lente sous NH4CL (0,041 J-1 ± 0,005) ainsi que le NH4OH 

(0,225 J-1 ± 0,007) comme source d’azote (tableau 34).  

Figure 74 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3) 
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Tableau 34 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents 

(p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

NaNO3 0,276 ± 0,018  (a) 3,62 250 ± 56,56 276,75 ± 62,62 

CH4N2O 0,214 ± 0,007  (b) 4,67 166 ± 8,48 183,76 ± 9,39 

NH4CL 0,041 ± 0,004  (c) 24,39 71,5 ± 20,50 79,15 ± 22,70 

NH4 OH 0,225 ± 0,007 (ab) 4,44 152,5 ± 10,60 168,81 ± 11,74 

Mixture 0,238 ± 0,007  (ab) 4,2 182,5 ± 0,70 202,02 ± 0,78 

Après analyse statistique la source d’azote montre un effet significatif (p≤ 0,05) sur les 

pourcentages en carbohydrates et protéines, la culture à base de NaNO3 (source de nitrogène 

constitutive du milieu F/2 Guillard) présente le pourcentage le plus élevé en carbohydrates 

(18,90% ± 0,83) ainsi qu’en protéines (40,96% ± 2,06), en revanche, comparée aux autres 

sources, l’urée permet d’obtenir le meilleur pourcentage en lipides (16,26 % ± 0,21) comparé 

aux autres sources (figure75a). 

La source d’azote semble avoir un effet significatif (p≤ 0,05) sur le pourcentage en pigments, 

en effet la mixture permet d’obtenir le meilleur pourcentage en chlorophylle a (4,33% ± 

0,117), le NaNO3, pour la chlorophylle b (1,46% ± 0,01) et le NH4OH pour les caroténoïdes 

(0,29 % ± 0,03) (figure75b).  

Figure 75 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 
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 Étude de la croissance et de la composition biochimique sous différentes

concentrations d’azote.

Figure 76 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations d’azote (n=3) 

Tableau 35 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche T brasiliensis cultivée sous différentes concentrations 

d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

7,64 mM 0,313 ± 0,001 (a) 3,194 453,66 ± 4,72 502,20 ± 5,23 

8,82 mM 0,342 ± 0,003 (b) 2,923 435,66 ± 19,62 482,28 ± 21,73 

6,61 mM 0,268 ± 0,002 (c) 3,731 345,33 ± 6,11 382,28 ± 6,76 

4,41 mM 0,204 ± 0,008 (d) 4,901 275,66 ± 3,51 303,28 ± 3,88 

2,20 mM 0,200 ± 0,002 (e) 5 154 ± 5,29 170,47 ± 5,85 

Nous avons envisagé d'optimiser la croissance ainsi que la production des composants 

cellulaires en évaluant l'effet des apports croissants en azote dans le milieu de culture. Les 

résultats obtenus montrent que plus la concentration en azote du milieu de culture est 

importante, plus les teneurs en protéines sont significativement (p≤ 0,05) élevées (46,16% ± 

5,54) sous [N]=17,64 mM (figure 77a), accompagnées d'un décroissement significatif (p≤ 

0,05) de la teneur en lipides à (14,65% ± 0,3).  

La production de carbohydrates subit quant à elle des variations significatives (p≤ 0,05) 

allant de 21,44% sous [N]=17,64 mM ± 5,5 à 13,67 ± 3,57 sous [N]=2,2 mM. L’augmentation 

de la concentration en nitrogène permet d’accroître le pourcentage en pigments 3,98 % ± 

0,01, 2,32 % ± 0,02 et 0,268 % ± 0,017 pour la chlorophylle a, la chlorophylle b et les 

caroténoïdes respectivement (figure 77a).  
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Figure 77 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.2.2.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et 

la composition biochimique 

La figure 78 représente les valeurs moyennes de la concentration cellulaire mesurées pour 

chaque concentration de phosphate, la différence significative (p≤ 0,05) étant marquée par 

des lettres (tableau 36). On observe une augmentation progressive des valeurs de la 

concentration cellulaire de J1 à J12 avec des valeurs maximales de 451 ± 10,14×105 cellule/ml 

sous une concentration de [P]= 0,726 mM. 

Figure 78 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3) 
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Tableau 36 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que dela matière sèche (MS) de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 
M S (mg/l) 

0,726 mM 0,342 ± 0,001 (a) 2,923 451 ± 10,14 499,257 ± 11,23 

0,363 mM 0,342 ± 0,003 (a) 2,923 435,66 ± 19,62 482,28 ± 21,73 

0,271 mM 0,262 ± 0,02  (b) 3,816 267,66 ± 2,51 296,30 ± 2,78 

0,181 mM 0,253 ± 0,001 (b) 3,95 199 ± 10,53 220,84 ± 11,66 

0,090 mM 0,248 ± 0,001 (b) 4,03 188,33 ± 1,15 208,48 ± 1,27 

La carence en phosphate agit négativement sur le pourcentage en carbohydrates (17,60% ± 

1,149) (p≥ 0,05) et celui sur protéines (45,65% ± 1,27) (p≤ 0,05), contrairement au 

pourcentage des lipides (21,49% ± 0,03) qui augmente sous limitation phosphatée (figure 

79a). 

La composition en pigments et significativement (p≤ 0,05) influencée par la concentration 

en phosphate, les pourcentages en chlorophylle a diminuent de 3,80% ± 0,19 à 2,81% ± 0,02 

sous [P]= 0,09 Mm, l’effet contraire est enregistré pour les caroténoïdes (0,316% ± 0,13) 

(figure 79b).  

Figure 79 : Variation de la composition biochimique de la souche Tétranephris brasiliensis cultivée sous 

différentes concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 
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III.2.2.3. Scenedesmus sp. 

III.2.2.3.1. Influence de différentes concentrations en bicarbonate de sodium sur la 

croissance cellulaire et la composition biochimique 

La souche Scenedesmus sp. ne voit pas sa croissance augmenter sous un enrichissement en 

bicarbonate de sodium passant d’un taux de croissance égal à 0,317 ± 0,004 J-1(806,16 ± 

4,29 mg/l) sans supplémentations à 0,200 ± 0,001 J-1(446,07 ± 9,97 mg/l) en ajoutons 2g/l 

de bicarbonate de sodium (tableau 37). 

Figure 80 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentration en bicarbonate de sodium (n=3) 

Tableau 37 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes concentration en 

bicarbonate de sodium (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0 mM 0,317 ±0,004  (a) 3,154 398,33 ± 2,12 806,16 ± 4,29 

5,95 mM 0,283 ±0,005  (a) 3,53 290,33 ± 1,52 587,34 ± 3,09 

11,9 mM 0,271 ±0,001  (b) 3,69 230 ± 2 465,79 ± 4,04 

23,81 mM 0,200 ±0,001  (c) 5 223,33 ± 4,93 446,07 ± 9,97 

On enregistre le meilleur pourcentage en carbohydrates (p≤ 0,05) (22,10% ± 1,30) et lipides 

(p≤ 0,05) (21,08% ± 0,59) sous la plus grande concentration en bicarbonate de sodium (2 

g/l) contrairement aux protéines (p≥ 0,05) qui sont plus présent (43,64% ± 1,17) sous une 

culture en milieux F/2 Guillard (0 g/l bicarbonate de sodium) comme illustré dans la figure 

(81a).  

Le pourcentage en chlorophylle a augmenté au fur et à mesure qu’on augmente la 

concentration en NaHCO3 accumulant les meilleurs pourcentages sous addition de 2 g/l 

(23,81 mM) (4,47% ± 0,06). La cellule accumule les pourcentages les plus hauts en 

caroténoïdes (0,35% ± 0,06) sous une supplémentassions de 1 g/l (figure 81b). 
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Figure 81 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentrations en bicarbonate de sodium (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

III.2.2.3.2. Influence de différentes sources et concentration d’azote sur la

croissance cellulaire et la composition biochimique 

 Étude de la croissance et de la composition sous différentes sources d’azote

La densité initiale des cultures est estimée à 20×105 cellules/ml, en termes de valeurs 

absolues la concentration cellulaire augmente pour atteindre un maximum de 85×105, 

88,5×105 et 146,5×105 à J10 sous l’effet des trois sources d’azote Mixture, NH4OH et l’urée 

respectivement et 272×105cellules/ml pour le NaNo3 à J11 (figure 72). Tandis que la 

croissance cellulaire est très faible (p≥ 0,05) sous l’effet de NH4CL avec une valeur 

maximale de (56×105 cellules/ml à J8). 

Figure 82 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3) 
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Tableau 38 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes source d’azote 

(n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p< 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

NaNO3 0,264 ± 0,02  (a) 3,78 273 ± 18,83 552,27 ± 37,19 

CH4N2O 0,221 ± 0,001 (b) 4,54 146,5 ± 2,12 296,36 ± 4,29 

NH4OH 0,08 ± 0,01  (c) 12,5 47 ± 1,41 95,08 ± 2,86 

NH4Cl 0,16 ± 0,004  (d) 6,25 86,66 ± 3,51 179,03 ± 7,10 

Mixture 0,16 ± 0,001  (d) 6,25 85,66 ± 1,52 173,30 ± 3,90 

Figure 83 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

sources d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

 Étude de la croissance cellulaire et la composition biochimique sous

différentes concentrations d’azote

Une fois la source d’azote préférentielle discernée l’influence de la limitation en azote sur la 

croissance des cultures discontinue de la souche a été évaluée, Ainsi, l’évolution temporelle 

de la concentration cellulaire a été suivie. La biomasse sèche diminue graduellement (p≤ 

0,05) avec la réduction de la concentration en azote passant de 835,49 mg/l ± 8,58 (0,326 ± 

0,0005 J-1) sous [N]=17,64 mM à 395,15 mg/l ± 7,10 sous [N]= 2,2 mM (0,241 ± 0,001 J-1) 

(tableau 39). 

Figure 84:  Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentration d’azote (n=3) 
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Tableau 39 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes concentration 

d’azote (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

17,64 mM 0,326 ± 0,0005  (a) 3,06 413 ± 4,24 835,49 ± 8,58 

8,82 mM 0,317 ± 0,004  (b) 3,15 398,5 ± 2,12 806,15 ± 4,29 

6,61 mM 0,269 ± 0,001  (c) 3,71 226,33 ± 1,52 457,87 ± 1,169 

4,41 mM 0,266 ± 0,0005  (c) 3,75 220 ± 33 446,07 ± 3,09 

2,20 mM 0,241 ± 0,001  (d) 4,14 195,33 ± 3,51 395,15 ± 7,10 

La figure 85 présente le pourcentage des composants intracellulaires déterminé à l’état stationnaire 

des cultures discontinues de Scenedesmus sp. sous différentes concentration d’azote. Comme le 

montre cette dernière, la réduction de la concentration d’azote de [N]= 8,82 mM (milieu F/2 Guillard) 

à [N]= 2,20 mM provoque une augmentation significative (p≤ 0,05) des pourcentages en lipides et 

celle des carbohydrates à 23,89% et 24,07% respectivement, en parallèle la teneur en protéines 

diminue significativement (p≤ 0,05) avec la baisse de la quantité d’azote où un pourcentage de 

31,49% est noté pour [N]= 2,20mM. 

Une forte diminution (p≤ 0,05) de la concentration en pigments (chlorophylle a et 

chlorophylle b) coïncide avec la diminution de la concentration en azote dans le milieu de 

culture. Ainsi le contenu des pigments baisse (p≤ 0,05) considérablement de 3,70% dans des 

conditions optimales de croissance jusqu’à 1,99% sous des conditions de limitation azotée 

pour une concentration [N]= 2,20mM.  

Les résultats présentés dans la figure 86b montrent que le pourcentage des caroténoïdes 

s’accroît (p≤ 0,05) progressivement avec la baisse de la concentration d’azote dans le milieu 

pour atteindre un maximum sous 2,20 mM (0,381% ± 0,017).  

Figure 85 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentrations d’azote (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 
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III.2.2.3.3. Influence de la concentration en phosphate sur la croissance cellulaire et 

la composition biochimique 

L’augmentation de la concentration en phosphate ([P]= 0,726 mM) stimule 

significativement (p≤ 0,05) la croissance cellulaire de la microalgue verte Scenedesmus sp. 

en augmentant sa biomasse de 20 à 423,66 ± 7,23 (×105 cellule/ml) au bout de 12 jours de 

culture, en parallèle une carence en phosphate entraine une diminution significative (p≤ 

0,05) de la croissance cellulaire (79,33 ± 1,15×105 cellule/ml) (tableau 40). 

Figure 86 : Evolution temporelle de la concentration cellulaire de Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3) 

Tableau 40 : Détermination du taux de croissance (µ), du temps de génération (G), de la biomasse maximale 

(BM) ainsi que de la matière sèche (MS) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes concentrations 

en phosphate (n=3), les taux de croissance suivis par des indices différents sont significativement différents 

(p≤ 0,05) 

Traitements 
µ 

(J-1) 

G 

(J) 

B M 

(×105 cellule/ml) 

M S 

(mg/l) 

0,726 mM 0,332 ± 0,001  (a) 3,01 423,66 ± 7,23 857,07 ± 14,63 

0,363 mM 0,317 ± 0,004  (a) 3,15 398,5 ± 2,12 806,16 ± 4,29 

0,271 mM 0,220 ± 0,002  (a) 4,54 150 ± 2 303,45 ± 4,046 

0,181 mM 0,207 ± 0,006  (b) 4,83 97,66 ± 2,51 200 ± 5,09 

0,090 mM 0,137 ± 0,0001 (c) 7,29 79,33 ± 1,15 160,49 ± 2,33 

Nous observons une diminution non significative (p≥ 0,05) du pourcentage des 

carbohydrates (16,90% ± 0,05) et significative (p≤ 0,05) de celui des protéines (35,08% ± 

3,70) en corrélation avec la diminution en concentration de phosphate, l’effet contraire est 

observé pour les lipides (21,72% ± 0,01) (figure 87a). 

Les pigments (chlorophylle a et chlorophylle b) adoptent le même comportement que celui 

des protéines, on voit donc leurs croissances augmentées significativement (p≤ 0,05) quand 

on augmente la concentration en phosphate [P] = 0,726 mM (4,34% ± 0,04 et 1,21% ± 0,002 

respectivement), l’effet contraire est observé pour les caroténoïdes dont la croissance 

augmente d’une manière non significative (p≥ 0,05) en diminuant la concentration en 

phosphate [P] = 0,09 mM (0,36% ± 0,07) (figure 87b).  
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Figure 87 : Variation de la composition biochimique de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différentes 

concentrations en phosphate (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

III.3. Etude de la potentialité des effluents de piscicultures intensives à produire des 

microalgues en masse 

 Paramètres physico-chimiques des effluents de pisciculture

Le tableau 41 récapitule les différentes valeurs moyennes des paramètres physico-chimiques 

enregistrés après analyse des effluents de pisciculture, nous observons une augmentation des 

différents paramètres au fil du temps, et de ce fait la demande chimique en oxygène (DCO) 

varie de 6,93 à 47,1 (mg/l), le pH de 8,07 à 9,12, la conductivité de 1110 à 1644 (µs/cm), les 

nitrites de 0,249 à 6,24 (mg/l), les nitrates de 5,53 à 140 (mg/l), les orthophosphate de 0,056 

à 13,28 (mg/l), et enfin les phosphates qui augmentent de 0,184 à 4,34 (mg/l). 

Tableau 41 : Qualité des effluents de pisciculture (paramètres physico-chimiques) 

Jour du 

prélèvement 

DCO 

(mg/l) 
pH 

Conductivité 

(µs/cm) 

Nitrite 

(mg/l) 

Nitrate 

(mg/l) 

Orthophosph-

ate (mg/l) 

Phosphate 

(mg/l) 

Effluent de 

pisciculture (J1) 
6,93 8,07 1110 0,249 5,53 0,056 0,184 

Effluent de 

pisciculture (J3) 
12,02 8,28 1109 0,206 5,1 6,7 2,4 

Effluent de 

pisciculture (J6) 
24,8 8,62 1137 0,327 7,35 9,5 2,7 

Effluent de 

pisciculture (J9) 
53,9 8,96 1156 0,34 7,62 12,78 3,1 

Effluent de 

pisciculture (J12) 
47,1 9,12 1644 6,24 140 13,28 4,34 
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III.3.1. Nannochloropsis gaditana

 Taux de croissance

Le taux de croissance atteint est significativement (p≤ 0,05) supérieur pour les effluents de 

pisciculture issus du 6ème (0,66J-1 ± 0008) et 9éme jours (0,63J-1 ± 0,0007) comparé à l’effluent 

des 1er et 3ème jours et même celui du milieu conventionnel (F/2 Guillard) (0,599J-1 ± 0,005), 

il apparait clairement que l’addition de vitamines stimule la croissance de la souche 

particulièrement lors de l’utilisation de l’effluent des 3ème et 6 ème jours (figure 88).  

Figure 88 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

 Composition biochimique

Le meilleur pourcentage en protéines est enregistré sous l’effluent issu du 9 ème jour 

d’élevage additionné de NaNO3 (figure 89) avec une valeur égale à (46,68% ± 3,11) (p≤ 

0,05) en comparaison avec le milieu de culture F/2 Guillard qui ne permet à la cellule que 

d’accumuler (39,36% ± 0,36).  

Figure 89 : Variation du pourcentage en protéines de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 
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Les effluents de pisciculture du 6ème, 9ème et 12ème jour permettent d’enregistrer des valeurs 

en carbohydrates égales à (16% ± 0,25), (18,13% ± 1,04) et (17,39% ± 0,07) 

respectivement,ce qui dépasse largement et significativement (p≤ 0,05) celles obtenues sous 

milieu F/2 Guilard (17,11% ± 0,35) (figure 90).  

Figure 90 : Variation du pourcentage en carbohydrate de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

L’analyse statistique de la variation du pourcentage en fonction de l’effluent utilisé (figure 

91), montre une augmentation significative (p≤ 0,05) sous effluent issus du 6éme prélèvement 

avec une valeur égale à 28,70% ± 0,62 l’enrichissement des effluents avec les constituants 

du milieu F2 Guillard n’exercent aucun effet significatif (p≥ 0,05) sur la composition 

lipidique de la micro algue marine Nannochloropsis gaditana.  

Figure 91 : Variation du pourcentage en lipides de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Les milieux effluents renferment une composition biochimique suffisante pour permettre à 

la cellule d’accumulé un pourcentage en chlorophylle a égale à (3,70% ± 0,31), (4,55% ± 

0,03) et (4,30% ± 0,334) au 6ème, 9ème et 12èmejour respectivement dépassant largement (p≤ 

0,05) celui du milieu synthétique (figure 92), les pourcentages en caroténoïdes varient de 
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(0,203% ± 0,0004) à (0,346% ± 0,0005) sous effluent du 6ème jour supplémenté de NaNO3 

(figure 92).  

Figure 92 : Variation du pourcentage en chlorophylle a de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

Figure 93 : Variation du pourcentage en en caroténoïdes de la souche Nannochloropsis gaditana cultivée 

sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

III.3.2. Tetranephris brasiliensis

 Taux de croissance

Dès le 6ème jour l’effluent de pisciculture assure une croissance supérieure (p≤ 0,05) à celle 

atteinte sous le milieu conventionnel (F2/Guillard) avec un taux de croissance égale à (0,662 

J-1 ± 0,0018), l’ajout de vitamine permet d’augmenter cette dernière a un taux égale à (0,674 

J-1 ± 0,05) (figure 94), en parallèle l’effluent du 12ème jour s’avère être très concentré en 

nutriments, la souche Tetranephris brasiliensis voit donc son taux de croissance diminuer a 

une valeur égale à (0,531 J-1 ± 0,005).  
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Figure 94 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche T brasiliensis cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

 Composition biochimique

Le meilleur pourcentage en protéines (46,38% ± 3,09) (p≤ 0,05) est enregistré sous l’effluent 

issus du 9ème jour enrichie en azote, suite aux résultats obtenues il apparaît que la 

supplémentation en source d’azote permet à la cellule de Tetranephris brasiliensis 

d’accumulée des pourcentages plus élevés en protéines jusqu’à un certain seuil (effluent du 

12ème jour) (figure 95).  

Figure 95 : Variation du pourcentage en protéines de la souche T brasiliensis cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

L’étude statistique (ANOVA1) montre un effet significatif (p≤ 0,05) des différents effluents 

sur le pourcentage en carbohydrates. Les valeurs varient de (8,34% ± 2,95) à (18,11% ± 

0,35) sous effluent du 9ème jour enrichi en azote par du NaNO3, de même pour les vitamines 

qui stimulent significativement (p≤ 0,05) la production en carbohydrates (figure 96). 
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Figure 96 : Variation du pourcentage en carbohydrates de la souche T brasiliensis cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

En ce qui concerne la composition biochimique de la souche en d’autres composés tels que 

les lipides totaux, les résultats de la figure 97 montre que, quelque soit l’efluent utilisé la 

souche Tetranephris brasiliensis a conservé une composition biochimique (pourcentage en 

lipides) quasi-constante a l’exception de l’effluent brute du 3eme jour qui permet à la culture 

d’accumuler 19,09% ± 0,33. 

Figure 97 : Variation du pourcentage en lipides de la souche T brasiliensis cultivée sous différents effluents 

de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 

0,05) 

Le contenue cellulaire en pigments varie d’une manière significative (p≤ 0,05) en utilisant 

différents effluents, de ce fait le meilleur pourcentage en chlorophylle a est enregistré sous 

effluent du 12ème jour (5,04% ± 0,02), qui représente une eau très riche en azote et en 

phosphate encore plus après l’ajout de vitamines (figure 98a), celui de la chlorophylle b est 

noté sous effluent brute du 12ème jour avec un pourcentage égale à (2,33% ± 0,20) (figure 

98b). 

Contrairement aux pigments chlorophylliens le pourcentage en caroténoïdes est 

significativement (p≤ 0,05) supérieure sous un milieu carencé, le maximum est donc atteint 

sous effluent brute du 3ème jour (0,56% ± 0,0005).  
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Figure 98 : Variation du pourcentage en chlorophylle a (a), chlorophylle b (b) et en caroténoïdes (c) de la 

souche Tetranephris brasiliensis cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes 

portant des indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 

III.3.3. Scenedesmus sp.

 Taux de croissance

La souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents effluents montre une préférence 

significative (p≤ 0,05) pour l’effluent du 6ème jour additionné de NaNO3 avec un taux de 

croissance égale à (0,563% ± 0,004), en revanche les effluents du 9ème et 12ème jour s’avère 

être trop riche et joue un effet inhibiteur sur la croissance cellulaire (figure 99). 
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Figure 99 : Détermination du taux de croissance (µ) de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

 Composition biochimique

Un milieu pauvre en nutriment (effluent du 1er prélèvement) permet dobtenir des 

pourcentages tres faible en proteines meme aprés enrichissement. 

Les pourcentages en protéines varient de (9,16% ± 2,52) à (49,57% ± 1,78) avec un taux 

maximal atteint sous effluent du 12ème jour après supplémentations en NaNO3 (figure 100). 

L’ajout de la source azotée et phosphatée et celles de vitamines stimule également et d’une 

manière significative (p≤ 0,05) la production en protéines. 

Figure 100 : Variation du pourcentage en protéines de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

On note une variation significative (p≤ 0,05) du pourcentage en carbohydrates en fonction 

de l’effluent utilisé, le meilleur pourcentage est atteint sous effluent du 9ème jour avec une 

valeur égale à (24,93% ± 4,97), néanmoins l’effluent de pisciculture issus du 6ème jour 

(20,14% ± 0,56) assure déjà un pourcentage supérieur à celui obtenu sous milieu synthétique 

F/2 Guillard (19,63% ± 0,059) (figure 101). 
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Figure 101 : Variation du pourcentage en carbohydrates de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous 

différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont 

significativement différents (p≤ 0,05) 

L’etude statistique ANOVA 1 révele l’effet significatif (p≤ 0,05) des differents effluents 

avant et apres suplementations. 

Le contenu en lipides totaux a été déterminé après 7 jours de culture (régime stationnaire) 

pour chaque prélevement d’effluent. Les résultats sont présentés dans la figure 102, les 

cellules obtenues sont plus riches en lipides après culture sur effluent brute du 3eme jour 

avec un pourcentage égale à 20,6% ± 0,49. 

Figure 102 : Variation du pourcentage en lipides de la souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents 

effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des indices différents sont significativement 

différents (p≤ 0,05) 

Les différents pigments de la souche Scenedesmus sp. ont été dosés en fin de la phase 

exponentielle, les résultats obtenus révèlent que le pourcentage en chlorophylle a (4,78% ± 

0,02), chlorophylle b (3,26% ± 0,04) et celui des caroténoïdes (0,226% ± 0,15) est plus 

important sous effluent du 6ème jour après ajout de vitamines, en utilisant l’effluent brute du 

9ème jour et celui du 6ème jour respectivement (figure 103). 
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Figure 103 : Variation du pourcentage en chlorophylle a (a), chlorophylle b (b) et en caroténoïdes (c) de la 

souche Scenedesmus sp. cultivée sous différents effluents de pisciculture (n=3), les histogrammes portant des 

indices différents sont significativement différents (p≤ 0,05) 
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Chapitre IV - Discussion et conclusions 

IV.1. Discussion 

Lorsque l’on parle de microalgues ou de macroalgues, il s’agit tout d’abord de rappeler que 

ces deux termes sont associés à la notion plus générale du terme « algues ». Les algues ne 

constituent pas un groupe évolutif unique mais désignent une série d'organismes pouvant 

appartenir à des groupes phylogénétiques très différents est constituent un vaste assemblage 

artificiel d’organismes phylogénétiquement éloignés, dont l’étude a donné naissance à une 

discipline : la phycologie (Julie et al., 2010). 

Aujourd’hui 127000 noms d’espèces d’algues sont recensés dont la majorité sont des 

microalgues. Il reste encore de nombreuses espèces à découvrir et leur nombre total est 

estimé entre 100000 et plusieurs millions (Person et al., 2011), l’étude (screening) de 

l’estuaire d’Oued Cheliff nous a permis d’observer, recenser et d’isoler une grande diversité 

de microalgues appartenant à différentes classes (diatomées, rhodophycées, chlorophycées, 

euglenophycées, eustigmatophyceae) et de différentes tailles variant de 2 µm à 25 µm, avec 

une dominance claire des chlorophycées et diatomées. Au niveau des estuaires, les facteurs 

environnementaux sont extrêmement variables surtout au niveau des paramètres 

hydrologiques et physico-chimiques (salinité, concentrations en nutriments, stratification, 

turbidité, apports d’eaux douces et d’eaux salées, température etc.…). Or, le compartiment 

phytoplanctonique étant très sensible à ces paramètres et à leurs variations, il en resulte donc 

une grande variabilité de la composition taxonomique et de la dynamique phytoplanctonique 

(Caffier and Artigas, 2010). 

Pour le microphytoplancton (microalgues), le schéma classique est décrit dès 1958 par 

Margalef, qui considère trois étapes successives : le premier stade est caractérisé par une 

croissance élevée des petites Diatomées, puis des Diatomées de plus grande taille et à faible 

taux de croissance deviennent dominantes, le troisième stade est caractérisé par la présence 

de Dinoflagellés. De nombreuses études ont permis de confirmer ce schéma de succession 

des assemblages phytoplanctoniques (Peterson et al., 1999). 

Généralement dans les estuaires, il y a deux zones de production phytoplanctonique. La 

première, en amont, est située dans la région fluviale (salinité inférieure à 5) où ce sont les 

espèces d’eau douce qui dominent. La seconde, en aval, est caractérisée par des salinités 

supérieures à 15, on y retrouve donc des espèces typiquement marines, entre les deux, la 

zone de transition oligo-mesohaline est plus ou moins caractérisée par un minimum en 

diversité en abondance et en biomasse (en accord avec la courbe de Remane) malgré le fait 

qu’il existe des espèces possédant une large tolérance aux variations de salinité (Mc Lusky, 

1989). En général cette partie coïncide avec la zone de turbidité maximale (ZTM). Cette 

ZTM est caractérisée par une faible pénétration de la lumière.  

Les taxons dominants sont Cylindrotecha Sp, Dunaliella Sp et les taxons ultraplanctoniques, 

ces derniers comportent divers groupes de microalgues vertes (diamètre<3 µm) comme 

Nannochloropsis oculata, Tetranephris brasiliensis, Chlorella vulgaris … 

Deux communautés dominent les eaux douces de la partie la plus en amont de l’estuaire sous 

influence de la marée dynamique : les Diatomées et les Chlorophytes (largement 

représentées par le genre Scenedesmus). 

Cependant seules trois espèces de microalgues sont retenues en tant que micro-organismes 

modèles. En effet, malgré le nombre important de travaux consacrés à la biologie et à la 

biotechnologie des microalgues, les aspects écophysiologiques de certaines d’entre 

elles, notamment Scenedeesmus sp, Tetranephris brasiliensis et Nannochloropsis 

gaditana restent très fragmentaires. Ces espèces ont été identifiées par deux méthodes 
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se basant sur l’aspect morphologique en utilisant le microscope électronique à balayage 

(MEB), microscopes permettant par leur technologie de réaliser une identification très 

précise du phytoplancton (Guiselin et al., 2009 ; Sazhin et al., 2007), ainsi que par étude 

moléculaire. 

L’étude qui a été réalisée représente en conséquence une source de données nouvelles 

permettant d’apprécier l’effet de différents paramètres physico-chimiques sur la 

production en masse ainsi que la composition biochimique d’une souche de microalgue 

marine et deux souches d’eau douce appartenant à la famille des scenedesmaceae. 

Effectivement, les microalgues ont colonisé aussi bien les milieux marins, que les eaux 

douces ou bien encore les milieux terrestres, ce qui en fait des organismes adaptés à un grand 

nombre de conditions environnementales. Cette large diversité laisse entrapercevoir de 

nombreuses possibilités quant à leur utilisation. 

La croissance d’une population, en termes d’augmentation de biomasse ou de nombre 

d’individus, résulte d’un grand nombre de processus cellulaires qui rendent son étude 

transdisciplinaire. Au niveau physiologique, les biologistes mesurent l’impact des conditions 

de croissance sur l’absorption de nutriments et sur leur conversion en matière organique. Les 

courbes de croissance de la souche marine et des souches d’eau douce ont été établie en 

premier lieu sous des conditions de culture favorables : toutes les souches ont présenté une 

bonne croissance dans les miniphotobioreacteurs avec une phase de latence relativement 

courte (2 jours au maximum) preuve de leur facilité d’adaptation aux conditions de culture, 

en fin de la période expérimentale nous remarquons un changement de couleur (du vert 

clair au vert foncé) pour Scenedesmus sp. et Nannochloropsis gaditana et du vert au 

marron pour Tetranephris brasiliensis signe d’une croissance considérable. 

Les méthodes microscopiques, sont encore le seul moyen susceptible d'apporter des 

informations détaillées sur l'identité taxonomique des microalgues tout en estimant leur 

abondance. Les résultats des dénombrements sont exprimés en densité de populations par 

unité de volume. Néanmoins, Il est préférable d'étendre les avantages de l'observation 

microscopique des microalgues à la mesure de leurs dimensions cellulaires. De ce fait nous 

avons calculé le biovolume cellulaire V (équivalant à la vraie biomasse) et simultanément, 

la surface cellulaire S. 

Ce biovolume présente une excellente équivalence avec la véritable biomasse puisque la 

masse volumique du phytoplancton est peu variable et très proche de celle de l'eau. 

L'évolution de la surface cellulaire est de toute façon nécessaire car l'étendue de cette 

frontière avec le milieu extérieur joue un rôle essentiel dans l'assimilation photosynthétique 

et le métabolisme : échanges gazeux, absorption de nutrilites, photosynthèse ou 

excrétion/exsudation. 

L’environnement physico-chimique dans lequel se trouve la microalgue influence fortement 

sa croissance et son métabolisme et donc impacte directement les rendements de production 

de biomasse et/ou de production de biomolécules. Dans la littérature, le pH, la température 

et l’irradiance sont les principaux paramètres décrits (Villay, 2013). 

Le premier paramètre étudié permet d’apprécier l’interdépendance entre la lumière et 

l’effet de la photopériode sur le taux de croissance ainsi que la variation de la 

composition biochimique. La lumière qui constitue la source d’énergie primaire et 

indispensable en conditions photoautotrophes est bien évidemment un facteur déterminant 

de la productivité du système, par conséquent aussi un facteur qui influe sur le taux de 

croissance des espèces microalgales. 
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Les résultats obtenus révèlent que les courbes de la croissance cellulaire de Scenedesmus 

sp., Tetranephris brasiliensis et Nannochloropsis gaditana sous les différentes 

photopériodes et intensités lumineuses ne sont pas similaires, l’optimum (meilleur taux 

de croissance) est atteint sous une lumière continue pour les deux souches Scenedesmus 

sp., T brasiliensis (souches appartenant à la même famille), des résultats qui sont en 

accord avec ceux obtenues par Anjala et al en 2015 pour la microalgue chlorophycée 

Chlorella vulgaris, qui montre une croissance supérieure sous 24h d’illumination à 5000 

Lux, de même pour les espèces Scenedesmus obliquus, Botryococcus braunii étudiees par 

Krzeminska et al en 2014. 

En effet, un apport plus important en lumière va stimuler la photosynthèse et donc stimuler 

la croissance de la biomasse microalgale. Cheirsilp et son équipe remarquent, que 

l'application d'une intensité lumineuse situé entre 80 et 135 µmol m−2 s−1 augmente la

croissance de leurs souches de microalgues (Cadoret1 and Bernard, 2008). 

En revanche N gaditana présente une meilleure croissance sous 18h d’éclairement à 

100 µmol m−2 s−1. Ces résultats sont soutenus par ceux de Wahidine et  al en 2013 chez

Nannochloropsis sp.. Il est important de ne pas soumettre les microalgues à une intensité 

lumineuse trop élevée sous peine de créer le phénomène de photo inhibition et donc le 

ralentissement de la photosynthèse (Cadoret1 and Bernard, 2008). 

Les trois souches étudiées ont présenté une phase de latence prolongée sous une période 

d’éclairement de 12h et 06h. En effet, lorsque la lumière est insuffisante la croissance 

cellulaire est sous condition de photo limitation. Dans cet état une augmentation de 

l’intensité lumineuse améliore la croissance (Xue et  al., 2011), et ceci reste vrai jusqu’à 

un certain seuil d’irradiance, au-delà de ce seuil, qualifié d’irradiance de saturation, les 

cellules restent viables mais ne se multiplient plus (Ritz et al., 2000). Cette valeur seuil est 

spécifique à chaque espèce de microalgue en fonction de la niche écologique qu’elle occupe, 

par conséquent, une production de microalgues peut se décrire au travers de l’irradiance 

optimale utilisée. Selon Meseck et al., (2005), il existe aussi une relation entre la durée 

d’éclairage et l’intensité lumineuse, les microalgues doivent être exposées à un nombre 

minimum de photons par jours pour se développer de façon optimale ce qui explique les 

résultats obtenus sous 12h et 6h d’illumination (plus faible est la quantité d’éclairage plus 

longue doit être la durée de la phase lumineuse). 

En termes d’exigence à la lumière, on remarque que nos souches exigent une intensité 

lumineuse moyenne. C’est le cas aussi pour la microalgue Spirulina platensis qui se 

développe parfaitement à des intensités lumineuses inférieures à 100 µmol m−2 s−1, en

comparaison avec d’autres espèces d’algues telles que : Haslea ostrearia, Porphyridium 

cruentum et Dunaliella tertiolecta, qui requièrent une intensité de 350 µmol m-2 s-1 (Rech, 

2004), ou Chlorella vulgaris qui requiert une intensité de 180 µmol m-2 s-1 (Clément-

Larosière et al., 2012). 

Les microalgues sont bien évidemment cultivées pour des éléments particuliers de leur 

composition (molécules à haute valeur ajoutée). De ce fait une étude parallèle est menée 

sur la teneur de plusieurs composés biochimiques à savoir les carbohydrates, les 

protéines et les lipides ainsi que la teneur en pigments (chlorophylle a, chlorophylle b 

et les caroténoïdes) provenant d’une matière sèche recueillie en fin de la phase 

exponentielle (début de la phase stationnaire). 

Nous enregistrons les meilleurs pourcentages en carbohydrates sous illumination 

continue à 100 µmol m−2 s−1 chez N gaditana (17,16% ± 1,14), T brasiliensis (17,90%

± 1,23) et chez Scenedesmus sp. (19,25% ± 1,99), des résultats qui concordent 

parfaitement avec ceux notés par Fabregas et al., (2004) sur Nannochloropsis sp qui 
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accumule le meilleur pourcentage en carbohydrates en augmentant l’intensité 

lumineuse : étant donné que les mécanismes mis en jeu sont différents en fonction de la 

phase dans laquelle se trouvent les microalgues, la production de carbohydrates (glucides) 

est plus importante en présence de lumière et servira donc comme molécule de stockage 

d’énergie en obscurité (respiration). Le faible pourcentage noté sous des périodes 

d’éclairement plus courtes peut être donc causé par la perte de ce dernier pendant le 

cycle sombre (Fabregas et al., 2002). 

A ce jour, plusieurs méthodes d’expression de protéines ont été développées, offrant 

chacune des avantages et des inconvénients. Au cours de cette étude nous avons opté 

pour un dosage par la méthode de Bradford (1976). Les meilleurs résultats obtenus en 

protéines sont notés sous 18h d’éclairement a 100 µmol m−2 s−1 chez Scenedesmus sp. 

(46,30% ± 1,99) et chez N gaditana (31,41% ± 3,48), et sous 24h d’illumination chez T 

brasiliensis (40,37% ± 4,67). Nous observons une diminution simultanée de la teneur 

protéique et celle de la croissance cellulaire : cette diminution est probablement due à une 

adaptation physiologique des cellules qui provoque une inhibition de la production de 

certaines protéines et induit la production et l’accumulation d’autres protéines, notamment 

celles qui sont responsables de protection sous condition de stress (Bouchoucha et al., 2015). 

Le cycle d’éclairage (photopériode) ainsi que l'intensité lumineuse utilisés ont aussi un 

impact sur l’activité photosynthétique et donc sur le métabolisme des microalgues, plus la 

phase d’éclairage est longue (cycle éclairage/obscurité d’au minimum 18h/6h) plus les 

rendements en biomasse et l’accumulation de lipides sont importants (Rebolloso Fuentes et 

al., 200l). En effet, les meilleurs pourcentages en lipides sont obtenus sous éclairement 

continu à 100 µmol m−2 s−1 à savoir (24,07% ± 1,30), (16% ± 0,06) et (20,2% ± 0,19) 

pour N gaditana, T brasiliensis ainsi que Scenedesmus sp. respectivement. D’après 

(Khotimchenko and Yakovleva, 2005) la lumière stimule la synthèse des acides gras, la 

croissance ainsi que les chloroplastes membranaires, et de plus pendant la période lumineuse 

les microalgues effectuent le phénomène de photo réduction qui va permettre l’absorption 

de l'énergie lumineuse et son stockage sous forme de molécules porteuses d'énergie telles 

que l'ATP et le NADPH par des réactions exergoniques. Ces pools d'énergie peuvent être 

utilisés par la suite pour la synthèse de biomolécules (Hrun et al., 2014). 

Babu en 2012 a aussi signalé que de faibles intensités lumineuses provoquent la baisse de la 

productivité lipidique due à la limitation de l’énergie exigée pour effectuer les réactions 

photosynthétiques. 

Les pigments représentent aussi une des voies de valorisations intéressantes des 

microalgues. Un pigment est une substance absorbant la lumière visible et possédant la 

couleur des radiations qu’il n’absorbe pas (Jupin and Lamant, 1999), ainsi les 

chlorophylles apparaissent de couleur verte et les caroténoïdes de couleurs orange. Ces 

pigments peuvent servir dans le domaine alimentaire en tant que colorants ou encore 

dans le domaine pharmaceutique en tant que pigments fluorescents. Il existe des 

pigments accessoires qui améliorent l’utilisation de l’énergie lumineuse et qui leur 

confèrent une couleur différente selon la combinaison de pigments. 

Les résultats montrent que la teneur en pigments diminue avec l’augmentation des intensités 

lumineuses. Ce phénomène de photoadaptation a déjà été observé par Takache et al. (2010) : 

en présence d’une intensité lumineuse plus élevée, la cellule reçoit plus de lumière, menant 

à une diminution du contenu pigmentaire. Ces observations s’accordent également avec les 

données de la littérature (Hu et al., 2008 ; et Finazzi et al., 2010). Dans leur étude, Finazzi 

et al., (2010) ont rapporté qu’en faible éclairage, les microalgues augmentent le taux de 

chlorophylles dans leurs chloroplastes. 
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Un autre paramètre ayant une relation étroite avec la lumière est étudié à savoir la surface 

spécifique éclairée notée 𝑎𝑠 qui caractérise chaque système de culture. Ce paramètre relie 

deux notions essentielles, la surface éclairée qui est liée donc à l’apport d’énergie lumineuse 

à la culture, et le volume de la culture dans lequel cette lumière s’atténue. Dans le cas des 

systèmes plats, la surface spécifique éclairée exprimée en 𝑚−1 (m2/m3) sera inversement 

proportionnelle à l’épaisseur de la culture (L). Au cours de cette expérience nous avons 

étudié l’effet d’une multitude de miniphotobiorèacteurs cylindriques à différentes surfaces 

spécifiques éclairées (0,2 ; 0,153 ; 0,125 ; 0,1 m-1)). Il s’avère que les trois souches étudiées 

adoptent le même comportement, la croissance cellulaire augmente en augmentant la valeur 

de la surface spécifique éclairée. Le meilleur résultat est retenu par la suite pour la conception 

d’un système de culture plat, une autre manière d’améliorer la pénétration de la lumière dans 

un photobioréacteur, de diminuer le trajet parcouru par celle-ci, d’augmenter le rapport 

surface/volume (Cornet, 2010 ; Zijffers et al., 2010) et de permettre donc une comparaison 

plus poussée entre les deux géométries (cylindrique et plate). On constate une similitude 

dans la cinétique de croissance des souches cultivées dans les deux systèmes de culture avec 

une préférence significative (p≤ 0,05) pour le système plat. En effet, leur design cherche à 

optimiser la distribution de la lumière et à améliorer l’efficacité du mélange. Les PBRs de 

type plan, apparus dans les années 1950, sont caractérisés par une faible épaisseur, 

généralement inferieure à 10 cm (Chisti, 2007), ce qui permet d’améliorer l’exploitation de 

la lumière par la culture en limitant la zone d'ombrage (Degen et al., 2001). 

La température, un autre facteur qui intervient dans le développement et la croissance 

cellulaire des microalgues permet de réguler leurs réponses physiologiques et 

morphologiques (Kumar et al, 2010) et provoque des changements de la structure cellulaire 

notamment de leur volume (Richmond, 2004). L'optimum thermique pour les trois souches 

se situe à 25°C avec des taux de croissances égaux à (0,316 J-1 ± 0,001), (0,344 J-1 ± 0,005) 

et (0,317 J-1 ± 0,004) pour N gaditana, T brasiliensis et Scenedesmus sp. respectivement, 

selon Kumar et al. (2010). Les microalgues tolèrent en général une gamme de température 

comprise entre 15 et 26°C avec une concentration cellulaire optimale à 23°C. 

La croissance des deux souches N gaditana et T brasiliensis est ralentie sous une température 

égale à 20°C. En effet, lorsque la cellule subit des températures basses, son métabolisme est 

tempéré, mais la quantité d’énergie absorbée par la photosynthèse reste identique. Elle 

absorbe donc trop d’énergie par rapport à sa capacité à l’utiliser et souffre donc de 

photoinhibition (Hune et al. 1998). Scenedesmus sp., une microalgue mésophile, est en 

mesure de s’adapter à des variations de température plus importante avec un optimum sous 

25°C (0,317 J-1 ± 0,004). Selon Xin et al. (2011) les courbes de croissance de Scenedesmus 

sont parallèles lors de la phase de croissance puis elles se superposent en phase stationnaire 

pour des températures de 20 et 30°C. Au final, la biomasse produite est similaire pour les 

différentes conditions de température, cependant le taux de croissance est plus important à 

25°C (0,8 j-1) ce qui concorde parfaitement avec les résultats obtenus lors de cette étude. 

Une variation importante de la température peut affecter les diverses réactions biochimiques 

interne. Ces effets peuvent affecter les vitesses et les capacités d’acquisition des nutriments, 

Demon et al. (1989) ont entre autres observé une augmentation de la capacité de retrait de 

l’arsenic, du cadmium, du zinc et du cuivre avec l’augmentation de la température chez 

Scenedesmus (Boileau, 2015). De la même façon, la température peut modifier la 

composition chimique intracellulaire en modifiant la nature des composés présents dans le 

milieu. L’augmentation de la température à 30°C diminue le taux de croissance ainsi que la 

biomasse maximale des trois souches étudiées car une hausse de celle-ci va diminuer 

l’affinité de la Rubisco pour le CO2 en élevant son seuil de saturation pour celui-ci (Beardall 

et al., 2002). 
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Les variations de la composition protéique, glucidique et lipidique des trois souches cultivées 

sous 3 températures différentes sont étudiées, L'analyse des résultats obtenus montre que la 

synthèse protéique évolue à la baisse avec l'accroissement de la température de culture, le 

meilleur pourcentage en protéines est enregistré sous une température moins élevée que 

l’optimum (20°C) avec des valeurs égale à (31,93% ± 0,19), (41,46% ± 0,65) et (43,85% ± 

1,61) pour N gaditana, T brasiliensis et Scenedesmus sp. respectivement. De même il a été 

repporté par Juneja (2013) que Rhee and Gotham en 1981 ont observé une augmentation de 

la concentration en protéines chez Scenedesmus sp. sous une température plus basse que 

l’optimum. L'accroissement des teneurs en protéines, aux basses températures a également 

été signalée dans d'autres travaux sur la microalgue Chlorella sp. (Teoh et al., 2004). Ce 

phénomène serait étroitement lié à l'augmentation de l'incorporation du carbone dans les 

protéines, induite par la diminution de la température (Tahiri et al., 2000). D'après Chapman 

et al. (1983) ce type de réponse refléterait les besoins croissants en enzymes des cellules ou 

un effet de compensation de la réduction de la fluidité membranaire. 

Contrairement aux composés protéiques, les teneurs en carbohydrates augmentent de 

manière considérable avec l'accroissement de la température de culture, en particulier entre 

25 et 30°C avec des valeurs égales à (19,37% ± 0,49), (19,26% ± 0,03) et (43,85% ± 1,61) 

sous 30°C pour, T brasiliensis et Scenedesmus sp. respectivement et (17,92% ± 0,65) sous 

25°C pour N gaditana. Des observations similaires ont été notées sur d'autres espèces 

(Belkoura et al., 1997), en effet la température va potentiellement influencer la production 

d’hydrates de carbone. Sayegh et Montagnes (2011) démontrent quant à eux une absence de 

relation entre la température et le contenu en carbohydrates chez Isochrisis galbana. 

Par opposition aux deux premiers constituants cellulaires, l'influence de la température sur 

les teneurs en lipides des trois souches ne fait apparaître aucune tendance précise, les 

pourcentages les plus élevés étant observés à une température intermédiaire de 25°C chez N 

gaditana (17,92% ± 0,65) à (30°C) pour Scenedesmus sp. (21,27% ± 2,26) et à 20°C chez T 

brasiliensis (18,59% ± 0,23). Des comportements similaires ont été signalés chez d'autres 

espèces de microalgues (Tahiri, 2000), de même pour Hu (2004) sans qu'aucune explication 

physiologique ne soit avancée. En effet, une revue plus large des différents travaux réalisés 

sur les lipides chez les microalgues permet de se rendre compte de la complexité des 

mécanismes de régulation du métabolisme de ces composés. 

Les caroténoïdes jouent un rôle essentiel dans le centre des réactions photosynthétique soit 

en participant au transfert d’énergie traité, soit en protégeant le centre réactionnel de l’auto 

oxydation. Selon Tripathi en 2002, l’accumulation des caroténoïdes chez les microalgues 

augmente en augmentant la température en raison de l’augmentation des effets oxydatifs, ce 

qui corrèle parfaitement avec nos résultats. 

Dans le but d’étudier l'impact du potentiel hydrogène, des expériences ont été réalisées en 

variant ce dernier (pH 4, 6, 8, et 10), le taux de croissance le plus élevé est enregistré à pH 

8 et ceux pour toutes les souches (0,245 ± 0,001) pour N gaditana, (0,317 ± 0,004) pour 

Scenedesmus sp. et (0,316 ± 0,0005) pour T brasiliensis. Ces résultats sont soutenus par ceux 

de Khatoon et al., (2014) où il a été signalé qu’un pH de 8,5 permettrait d’obtenir le meilleur 

rendement chez Nannochloropsis sp. Les deux souches N gaditana et T brasiliensis cultivées 

à pH (6) et pH (10) ont montré une densitée cellulaire significativement (p≤ 0,05) inférieure 

à celle rapportée sous pH (8). Effectivement, un pH au delà de 9 influences aussi 

indirectement la croissance cellulaire en intervenant dans la solubilité de certains éléments 

nutritifs : les carbonates et les phosphates de Ca, Mg ou Fe qui ont tendance à précipiter 

quand le pH du milieu augmente (Sirisansaneeyakul et al., 2011), une forte baisse de la 

croissance voire une perte totale de la biomasse algale et notée à pH très acide (pH (4)). Ces 
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résultats sont appuyés par ceux de Khalil et al. (2010) qui démontrent que le rendement le 

plus élevé en matière sèche de D. bardawil a été obtenu à pH (7,5) ainsi qu’une forte baisse 

de la biomasse à pH (4). L’étude de Liu et al. (2007) a également affirmé que la croissance 

de Chattonella marina est resté inchangée sous un pH compris entre (7,5 et 8,5), mais 

diminue significativement lorsque le pH augmente au-delà de 9. 

La concentration de dioxyde de carbone libre dans le milieu devient très importante à pH 5 

et 6. Au-dessus de ces valeurs cette concentration commence à se transformer en 

bicarbonate, réduisant le CO2 libre disponible et par conséquent contribue à la diminution 

de la croissance des microalgues (Hodaifa et al., 2009).  

En outre, la microalgue Scenedesmus sp. présente une croissance modérée à pH(4). Cette 

dernière est caractérisée par une tolérance à de larges gammes de pH (comprise entre 4 et 

10) bien que celui optimal soit de l’ordre de 7,5 à 8,0 (Ho et al. 2010). En effet, lorsque le 

pH externe diminue, la quantité de H+ extracellulaire augmente, les cellules qui vont résister 

à cette entrée de H+ sont celles capables d’adapter leur production de molécules d’ATP, car 

le transport des H+ en excès vers l’extérieur de la cellule est un processus énergivore 

(Gertoff-Elias et al., 2005).  Lorsque le pH extérieur est modifié, le gradient de pH entre la 

cellule et le milieu environnant change et un nouvel équilibre va tenter de se former ce qui 

va tendre vers la modification du pH intracellulaire. La capacité de la cellule à survivre à des 

variations de pH va être dépendante de ses facultés à modifier sa physiologie pour contrer le 

gradient de pH.  

Peu de changement au niveau de la composition biochimique (carbohydrates, protéines et 

lipides) des microalgues étudiées ont été notés, ce qui correspond à l’une des conclusions 

établies par Vidyashankar et al. en 2013 qui confirme que le pH n’a pas d’influence notable 

sur la composition et la production de métabolites tels que les lipides. En combinant tous les 

résultats, on a constaté que N gaditana. était l’espèce accumulant le plus haut pourcentage 

en lipides. 

Du fait de leurs capacités à s’adapter à une large gamme d’environnements, les microalgues 

sont en mesure de supporter des milieux aux propriétés physico-chimiques extrêmement 

variées. Ainsi certaines microalgues sont adaptées à l’eau douce (Chlorella, Synura, 

Oscillatoria…), d’autres aux milieux marins (Rhodella, Porphyridium…) et certaines sont 

halophiles (Gyrodinium, Dunaliella…) (Eggert et al., 2007). Une des souches faisant l’objet 

de cette étude est une microalgue marine (Nannochloropsis gaditana), d’où l’intérêt de tester 

l’effet de différentes concentrations en NaCl (de 0 à 75 PSU) sur sa croissance ainsi que sa 

composition biochimique. 

Une salinité de 30 PSU permet à la souche marine N gaditana d’atteindre le meilleur taux 

de croissance (0,341 ± 0,002 j-1) et une biomasse maximale de 459×l05 cellules.ml-1 au bout 

du 12ème jour de culture. Les microalgues marines peuvent s’adapter à des milieux dont la 

concentration en NaCl varient de 10% à 50% (m/v). Au-delà de ces valeurs seuil, la 

croissance cellulaire est ralentie voire stoppée (Eggert et al. 2007), selon leur degré 

d’adaptation on peut les regrouper en microalgue halophile et halotolérantes (Rao et al., 

2007). 

Notre souche montre une densité cellulaire significativement (p≤ 0,05) plus faible lorsqu'elle 

est cultivée à une salinité de 40, 60 et 75 PSU. A forte salinité, la croissance de N gaditana 

a été suspendue en raison de l'accumulation des solutés qui agissent comme un 

osmoprotectant stabilisant les enzymes métaboliques (Fatma et al. 2007). Bartley et al. 

(2013) démontrent de même, qu'une augmentation de la salinité entraînerait une diminution 

de la croissance chez Nannochloropsis sp. cultivée à 40 PSU, suite à une inhibition de 

l'activité photosynthétique (Lu et al., 1999). Effectivement, chaque microalgue possède une 
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salinité favorisant sa croissance correspondant souvent à la salinité de son habitat naturel. 

Par conséquent, un changement de salinité peut avoir un effet sur la productivité de la 

microalgue. Le stress osmotique, lié à une salinité du milieu de culture non optimale, peut 

avoir un impact sur l’appareil photosynthétique et de ce fait sur la croissance microalgale 

(Artu., 2016). 

Exposer les microalgues à des niveaux de salinité plus bas ou plus élevés que leurs niveaux 

naturels peut changer et modifier leur composition, lorsque la concentration en sel devient 

trop importante pour la microalgue marine, il se crée un stress osmotique qui induit des 

changements métaboliques. Toute fluctuation de la salinité entraînerait la production d’une 

biomasse microalgale à faible teneur en protéines (de 29,60% ± 0,50 sous 30 PSU à 24,91% 

± 0,22 sous 70 PSU). Ces résultats sont conformes aux résultats trouvés par Gu et al. (2012). 

Selon Allakhverdiev et al., (2005), une concentration élevéé en NaCl provoquerait 

l'inactivation de l'ATP-synthase ce qui entraîne par la suite une inhibition de la synthèse 

protéique. De même, une étude sur la microalgue Tetraselmis suecica démontre une 

réduction de 20% de la teneur en protéines suite à une augmentation de la salinité, des 

résultats qui sont en concordance avec ceux trouvés lors de cette étude. La microalgue 

Dunaliella viridis augmente aussi l'expression d’un gène codant pour la sous unité 26S du 

protéasome (responsable de la dégradation des protéines) en réponse à l’augmentation de la 

salinité externe. Ce phénomène indique, selon Sun et al. (2010) que la tolérance à la salinité 

de D. viridis dépend de la capacité de la microalgue à dégrader ses protéines endommagées. 

En outre, cette augmentation induit une diminution du pourcentage en carbohydrates de 

(15,6% ± 0,08) à (14,02% ± 0,94) sous 30 et 75 PSU respectivement. Des résultats 

similaires sont repportés par Chen et Jiang (2009) sur la microalgue marine Dunaliella sp 

due à une diminution de la teneur en amidon intracellulaire, ainsi qu’à une augmentation de 

la teneur lipidiques (Afify et al., 2010). Ce résultat permet d’induire la salinité comme étant 

la méthode la plus simple et la plus écologique stimulant la production du biodiesel (Keyuri 

et al., 2016).  

Le déséquilibre ionique et l'inactivation enzymatique dues au stress salin, affectent 

également plusieurs processus métaboliques, tels que la fixation du carbone, la 

photosynthèse, la respiration ainsi que la synthèse de pigments. En effet, la synthèse des 

pigments est l'un des processus les plus touchés (Pal et al., 2011), la concentration en 

Chlorophylle a de la culture exposée à 30 PSU (3,44% ± 0,006) est significativement (p≤ 

0,05) plus importante que celle enregistrée sous 75 PSU (2,80% ± 0,01). L’effet contraire 

est noté pour les caroténoïdes qui atteignent des pourcentages égux à (0,206% ± 0,01) 

et (0,246% ± 0,002) sous 15 et 75 PSU respectivement. 

Constitutifs de la biomasse microalgale, les macronutriments sont les éléments que toute 

microalgue requiert en quantité importante (supérieure à 1% de la masse sèche) à savoir C, 

N, O, H, P, Ca, Mg, S, K. Les éléments nécessaires à la croissance microalgale sont en effet 

divisés en deux catégories en fonction de la quantité nécessaire par gramme de biomasse 

produite : les macronutriments (quantité supérieure à 10 mg. g-1 de biomasse) et les 

micronutriments (quantité inférieure à 10 mg.g -1 de biomasse) (Conan et al. 2007).  

 

Le carbone est l’élément majoritaire qui constitue la biomasse, il représente environ la moitié 

de la masse sèche de la microalgue. En culture autotrophe, il est apporté dans le milieu sous 

forme de sels inorganiques dissous dans le milieu de culture (HCO3 
- ou CO3 

2- ) ou sous 

forme gazeuse (CO2) transférés à la culture (Artu., 2016). 



Chapitre IV - Discussion et conclusions -  130 

En effet, le carbone est essentiel à la synthèse de toutes les composantes organiques 

nécessaires à la croissance. Il est généralement admis qu’un kilo de microalgues absorbe 

entre 1,65 et 1,8 kg de 𝐶𝑂2(Doucha et al., 2005). 

Au cours de cette étude les souches adoptent un comportement variable vis-à-vis de la 

concentration en bicarbonate de sodium, la souche N gaditana tolère des concentrations en 

bicarbonate de sodium variant de 5,95 à 23,81 mM avec un optimum sous 23,81 mM  (491 

± 1×105 cellule/ml), Yim et al en 2003 confirment que pour augmenter la croissance 

cellulaire, le CO2 (source de carbone) peut aussi être apporté en supplémentations au milieu 

de culture, sous forme de NaHCO3, à titre d’exemple, un enrichissement du milieu pour la 

souche Gyrodiniumim pudicum à hauteur de 50 μM permet d’augmenter jusqu’à 2,3 fois la 

biomasse finale, au-delà de cette valeur seuil la croissance diminue. La microalgue verte 

d’eau douce T brasiliensis ne tolère qu’une supplémentation égale à 0,5 g/l (5,95 mM) avec 

un taux de croissance de 0,321 J-1 ± 0,001 et une biomasse maximale de 398,33 ×105 

cellule/ml ± 2,12 est un milieu exempt de NaHCO3 pour Scenedesmus sp. (0,317 ± 0,004 J-

1) contre (0,200 ± 0,001 J-1) après ajout de 2 g/l (23,81 mM) de bicarbonate de sodium.

Les auteurs ne donnent pas d’explication permettant de corréler la teneur en carbone et la 

production optimale de biomasse. Cependant d’autres auteurs expliquent ce phénomène par 

un effet inhibiteur du CO2 sur la croissance à partir d’une concentration critique 

(concentration seuil tolérée par les cellules). Selon Yang and Gao (2003) la valeur de la 

concentration critique dépend de plusieurs paramètres : l'approvisionnement en carbone, 

l'affinité des cellules pour celui-ci, le taux de croissance, la taille des cellules (plus la 

croissance des cellules est rapide, plus elles exigeront des concentrations élevées de CO2) et 

la présence d’anhydrase carbonique chez certaines microalgues (Andersen, 2005). 

Huang et al (2012) ont observé une augmentation de la production de biomasse de 

Desmodesmus de 20% lorsque la teneur en CO2 passait de 0,038% (teneur atmosphérique) à 

2%. Les microalgues du genre Chlorella sont également CO2 tolérantes, elles peuvent se 

développer dans un milieu contenant jusqu'à 70% de CO2, en produisant de 0,71 à 0,76 g/l 

de biomasse (après 6 jours de culture) avec une croissance maximale en présence de 10% de 

CO2 (5,7 g/l après 6 jours de culture). 

Les pourcentages en protéines corrèlent parfaitement avec la croissance cellulaire et ce pour 

toutes les souches (36,07% ± 4,34) sous 2 g/l pour N gaditana, (41,30% ± 10,41) sous 0,5 

g/l pour T brasiliensis et (43,64% ± 1,17) sous milieu F/2 Guillard pour Scenedesmus sp. 

Les pourcentages en carbohydrates et en lipides (produits biochimiques à grande valeur 

ajoutée) enregistrés en fin de la phase exponentielle augmentent sous des milieux 

supplémentés de 2 g/l (23,81 mM) de NaHCO3 avec des valeurs en carbohydrates égales à 

(16,92% ± 0,82), (25,35% ± 3,53) et (22,10% ± 1,30) pour N gaditana, T brasiliensis et 

Scenedesmus sp. respectivement et des pourcentages de (37,8% ± 0,12), (21,27% ± 0,71) et 

(21,08% ± 0,59) pour N gaditana, T brasiliensis et Scenedesmus sp. respectivement en 

lipides. Effectivement la disponibilité et l'approvisionnement en carbone constituent un 

régulateur métabolique clé qui régit la synthèse des carbohydrates et des lipides chez les 

microalgues (Fan et al., 2012). Il a récemment été démontré que l'ajout de bicarbonate de 

sodium était une stratégie viable pour augmenter l'accumulation de lipides dans les 

chlorophytes marins (Srinivasan et al., 2015). De plus la disponibilité d’une source de 

carbone inorganique entraîne l’activitation de la Ribulose-1,5-bisphosphate carboxylase / 

oxygénase (RuBisCO) qui est une enzyme clé pour la conversion du 3-phosphoglycérate, un 

substrat pour la biosynthèse des carbohydrates et des acides gras des microalgues (Peng et 

al., 2014). 



Chapitre IV - Discussion et conclusions -      131 

 

L’ajout du bicarbonate de sodium permet également l’augmentation des pourcentages en 

pigments photosynthétiques à savoir la Chlorophylle a, la Chlorophylle b ainsi que les 

caroténoïdes (Pancha et al., 2015). Des résultats semblables au nôtre ont été enregistrés par 

White et al., (2013) qui ont noté une augmentation de 2,24 et 1,91 fois du contenu de 

Chlorophylle a chez Tetraselmis suecica et Nannochloropsis salina respectivement, 

cultivées sous 1 g/L de supplémentations comparée aux cultures exemptes de bicarbonate. 

Ces macromolécules provenant de micro-algues ont un potentiel biotechnologique 

considérable, notamment pour la production de substances précieuses pour les industries des 

additifs alimentaires, des cosmétiques et des produits pharmaceutiques.  

Après le carbone, l’azote et le phosphore sont quantitativement les éléments les plus 

importants de la biomasse phytoplanctonique naturelle. Ces trois éléments entrent dans sa 

composition selon un rapport moyen de 106 :16 :1, identifié par Redfield (1934). 

Le second élément le plus important quantitativement après le carbone est l’azote (sans 

compter l’hydrogène et l’oxygène obtenus de la photolyse de l’eau ou par consommation de 

l’oxygène dissous). Elément essentiel à la synthèse de protéines et des pigments 

photosynthétiques, l’azote peut être apporté sous différentes formes. Le plus souvent 

apportés sous forme de sels minéraux, les ions ammonium, nitrate ou encore nitrite peuvent 

être assimilés directement par les microalgues (en fonction des espèces). L’azote peut aussi 

être apporté sous forme organique (exemple de l’urée) ou chez certaines cyanobactéries 

(Anabaena, Nostoc…) directement sous sa forme gazeuse (N2) (Bhola et al., 2010). 

Étant donné que la source d'azote favorable pour la croissance est différente d'une espèce à 

l'autre, une comparaison s’impose dans le but de sélectionner la sources d'azote la plus 

appropriée à chaque espèce et maximiser ainsi la productivité du produit cible. Nous avons 

donc substituer la source d’azote (NaNO3) constitutive du milieu de culture F/2 Guillard par 

différentes sources d’azote organique et inorganique à savoir (NH4CL, NH4OH, NaNO3, 

CH4N2O et un mélange de toutes ces sources) à concentration égale d’azote (8,82 mM (123,5 

mg N/l)) et testé leur effet sur la croissance ainsi que la composition biochimique des souches 

étudiées, Au début de l’expérience la croissance cellulaire de N gaditana est faible et est 

maintenue dans un état stable de J1 à J2 pour toute les sources de nitrogène avec une phase 

de latence plus longue (3jours) pour CH4N2O, les valeurs moyennes des concentration 

cellulaire maximale variant de 292,5 ± 21,16 à 420,5 ± 13,43millions cellules/ml. Quelle que 

soit la source de nitrogène utilisée, la souche révèle une bonne croissance avec une 

préférence significative (p≤ 0,05) pour le chlorure d’ammonium (0,327 ± 0,01 j-1). En effet, 

La plupart des microalgues peuvent utiliser diverses formes d'azote, y compris les sources 

d'azote sous forme de nitrate, nitrite, ammonium, ou bien des sources organiques telles que 

l'urée (Becker, 1994) ; chaque source d'azote est d'abord réduite à la forme ammonium et 

assimilée en acides aminés à travers une variété de voies (Cai et al., 2013). L’ammonium est 

généralement préféré par de nombreuses souches de microalgues, car son assimilation 

nécessite moins d'énergie (Ruangsomboon, 2015). L’urée assure aussi une bonne 

productivité avec un taux de croissance égal à (0,299 ± 0,005 j-1) ce qui peut être très 

avantageux car ce dernier constitue une source d'azote organique peut coûteuse, et facilement 

utilisable après dégradation en ammonium ou en bicarbonate via l'uréase (Solomon and 

Gilbert, 2008). 

Les deux autre souches (Scenedesmus sp. et T brasiliensis) affichent une nette préférence 

pour le NaNO3 la forme la plus fréquente dans l’environnement de par sa stabilité (Falkowski 

et Raven, 2007), avec des taux de croissance variant de 0,264 ± 0,02 j-1 à 0,276 ± 0,018 j-1 

pour Scenedesmus sp. et T brasiliensis respectivement, tandis que la croissance est presque 

nulle en utilisant le chlorure d'ammonium, cela correspond au résultats noté par 
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Vidyashankar et al. (2013) qui confirment que la microalgue Scenedesmus favorise 

l’utilisation d’azote sous forme de nitrates de sodium et d’acétate d’ammonium, tandis 

qu’elle affiche une croissance moins importante en utilisant de l’urée (la quantité de 

biomasse produite est divisée par 2,5). De telles observations sont aussi notées par d'autres 

chercheurs travaillant sur diverses espèces de microalgues (Dayananda et al., 2005 ; Liang 

et al., 2006 ; Arumugam et al., 2013). 

Kim et al en 2016 signalent que la composition biochimique peut également être modifiée 

ou influencée par la source d’azote ainsi que la durée de la culture, ce qui explique nos 

résultats. 

D’après les résultats obtenus chez Scenedesmus abundans par Tahiri et al., (2000), la teneur 

en protéines n'est pas affectée de manière significative par la nature de la source azotée 

utilisée. Cependant, sur le plan qualitatif les microalgues cultivées en présence de nitrate 

présentent une meilleure composition biochimique globale. Ces observations sont en accord 

avec les travaux de Piorreck et al., (1984) sur Chlorella vulgaris et Scenedesmus obliqus, 

bien que les effets des différentes sources d'azote n'aient pas été dissociés des variations de 

pH qu'elles induisent. Il est actuellement bien établi que l'absorption des ions NO3 induit une 

alcalinisation du milieu de culture alors que celle des ions NH3 entraîne au contraire une 

acidification de celui-ci (Goldman and Brewer 1980). Ainsi, en milieu non tamponné, les 

observations effectuées reflètent à la fois les effets du pH sur la croissance et/ou le degré 

d'efficacité des différentes formes azotées. D'une manière générale, des études récentes ont 

montré que les variations de la composition biochimique sont plus ou moins spécifiques et 

dépendent de la capacité de chaque espèce à se développer sur tel ou tel type de source azotée 

(Fidalgo et al., 1998). 

Le chlorure d'ammonium s’avère être la source de nitrogène la plus adèquate pour 

l’accumulation du plus grand pourcentage en pigments chez la microalgue marine N 

gaditana avec des valeurs égales à 3,64% ± 0,006 en chlorophylle a, Roopnarain et al., 

(2015) ont confirmé que les pigments chlorophylliens étaient significativement plus élevés 

en utilisant l'ammonium comme source de nitrogène comparé au nitrate et à l'urée. 

Cette étude a été poursuivie en étudiant l’effet de différentes concentrations en azote (17,64 ; 

8,82 ; 6,61 ; 4,41 et 2,20 mM). 

Suite aux résultats obtenus il est aparru évident que les deux souches N gaditana (0,320 ± 

0,002 J-1) et Scenedesmus sp. (0,326 ± 0,0005 J-1) présentaient une meilleure croissance sous 

une concentration élevée en azote (17,64 mM), contrairement à T brasiliensis qui enregistre 

le meilleur taux de croissance sous 8,82 mM concentration initiale du milieu F/2 Guillard 

(0,342 J-1± 0,003), Selon Dragone, 2011 l’augmentation de la concentration d’azote dans le 

milieu entraînerait une augmentation de la biomasse, de la quantité de protéines et de 

chlorophylles par cellule, mais ceci jusqu’à une certaine concentration d’azote au-dessus de 

laquelle l’effet s’inverse. Une carence en azote provoque à l’unanimité la baisse de la 

croissance cellulaire et ce pour toutes nos souches et enregistre de ce fait des taux de 

croissance maximales égaux à 0,245 J-1± 0,001, 0,200 J-1 ± 0,002 et 0,241 J-1 ± 0,001 pour N 

gaditana, T brasiliensis, Scenedesmus sp. respectivement. 

L’azote intracellulaire se répartit en une diversité de molécules organiques (acides aminés, 

peptides, protéines de structure ou enzymatiques, acides nucléiques, chlorophylles…) et 

inorganiques (nitrate, nitrite, ammonium), qui peuvent être catabolisées pour satisfaire la 

demande d’autres voies métaboliques plus prioritaires lorsque l’azote devient limitant : les 

cellules consomment d’abord les réserves d’azote inorganique puis les acides aminés libres, 

une part des protéines et enfin l’ARN (Lavin and Lourenco, 2005).  
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La diminution de l’azote dans le milieu entraine une baisse de la capacité photosynthétique 

de la cellule, qui diminue la capacité de la cellule à utiliser l’énergie lumineuse captée pour 

la transformer en produits carbonés et rend alors les microalgues plus susceptibles de subir 

le phénomène de photoinhibition (Boileau, 2015). Pour la production de protéines, 

l’assimilation de l’azote s’accompagne de la synthèse de glutamate, à l’aide de traceur 

radioactif (14C). Il a été démontré que cette réaction mobilise des intermédiaires du cycle de 

Krebs. La cellule a donc besoin de pyruvate pour faire fonctionner ce cycle ; celui-ci est 

synthétisé à partir du glucose, produit de l’activité photosynthétique (Larosiere, 2012), ce 

qui explique la diminution du pourcentage en protéines ainsi que le taux de croissance des 

trois souches étudiées sous carence azotée. 

En revanche il existe une relation inverse entre la teneur en lipides et la concentration en 

azote, nous notons une augmentation en pourcentage de lipides au fur et à mesure que la 

carence en azote s’accentue pour atteindre des valeurs égales à (37,34% ± 0,45), (20,28% ± 

0,57) et (23,89% ± 0,36) pour N gaditana, T brasiliensis, Scenedesmus sp. respectivement. 

Cette augmentation significative (p≤ 0,05) de la teneur en lipides cellulaires étant attribuable 

au schéma inhabituel des lipides avec la capacité d'adapter efficacement leur métabolisme 

lipidique en réponse aux changements des conditions de culture (Guschina and Harwood, 

2006), on retrouve donc une réponse typique d’une culture sous carence azotée. 

Les pourcentages en carbohydrates de la souche Scenedesmus sp. augmentent également en 

accentuant la carence azotée pour atteindre un maximum (24,07% ± 3,76) sous (2,20 mM). 

En effet, si les cellules sont limitées en azote, elles accumulent plus de réserves glucidiques, 

le glucose est dirigé préférentiellement vers la formation d’amidon, au lieu de fournir les 

précurseurs carbonés nécessaires à la synthèse des acides aminés, éléments de base des 

protéines (Larosiere, 2012). De plus la fixation de carbone est en déséquilibre par rapport à 

l’assimilation limitée de l’azote pourtant nécessaire à la croissance des microalgues. L’excès 

de carbone qui en est issu est détourné de la synthèse des protéines dans des composés de 

stockage tels que les glucides ou les lipides pour les microalgues oléagineuses (Taleb, 2015). 

Nos résultats montrent clairement une forte diminution de la concentration des chlorophylles 

a sous carence, ce qui est souvent expliqué par le rôle de la chlorophylle a dans le stockage 

interne de l’azote. Les cellules dégradent leur chlorophylle pour soutenir la division 

cellulaire et par conséquent maintenir une croissance dans ces conditions spécifiques de 

culture (Van Vooren et al., 2012 ; Kandilian et al., 2014). 

Le phosphore est lui aussi un élément essentiel à la croissance microalgale. Bien que 

représentant généralement moins d’un pour cent de la masse sèche de la microalgue, cet 

élément est majeur, notamment dans le transfert d’énergie au sein de la cellule (production 

d’ATP par exemple). Sa forme majeure assimilée est la forme inorganique (HPO2 
-, H2PO4 

- noté aussi Pi) (Taleb, 2015). 

Afin d'évaluer l'effet de la concentration en phosphate, nous avons cultivé nos souches sous 

un intervalle variant de 0,726 mM à 0,09 mM. Les courbes de croissance sont établies en 

effectuant un comptage cellulaire quotidien : nous observons une augmentation significative 

(p≤ 0,05) de la biomasse cellulaire à mesure que nous augmentons la concentration de 

phosphate avec un taux de croissance maximal égal à 0,347 J-1± 0,0005, 0,342 J-1 ± 0,001 et 

0,332 J-1 ± 0,001 sous 0,726 mM pour N gaditana, T brasiliensis et Scenedesmus sp. 

respectivement. Cette expérience démontre donc l’effet positif du phosphate sur la 

croissance des microalgues, ce qui est en corrélation avec les résultats rapportés par Steffii 

en 2003. En effet le phosphore entre dans la synthèse des acides nucléiques et des 

phospholipides (constituants des membranes cellulaires), ainsi que dans la constitution des 

molécules du métabolisme énergétique, l’ATP et le NADPH (Bougaran et al., 2010), Il va 
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donc intervenir au cours de nombreux processus métaboliques (Chen et al., 2011). Il est 

aussi nécessaire pour satisfaire les besoins énergétiques et de biosynthèse des organites 

(Moseley et al., 2006). De plus, il a été démontré chez certaines microalgues, qu’une 

limitation en phosphore dans le milieu induisait la synthèse d’une enzyme extracellulaire, 

une phosphatase, capable de cliver des molécules phosphorylées sur des composés 

organiques présents dans le milieu, permettant ainsi à la cellule de pallier ce manque 

(Moseley et al., 2006 ; Spijkerman, 2007). Chez Chlorella vulgaris (Kozlowska et al., 2004), 

il a été noté que les cellules déficientes en phosphore, augmentaient la production de 

glycolate via le mécanisme de photorespiration permettant ainsi la dissipation de l’énergie 

absorbée en excès par le photosystème et évitant ainsi d’endommager la cellule. Cependant, 

les mécanismes de régulation du manque de phosphore par la cellule restent peu connus 

(Moseley et al., 2006). 

Selon nos résultats une carence en phosphate induit la diminution des pourcentages en 

protéines, mais stimule en parallèle la production en lipides et carbohydrates, bien 

évidemment la carence en phosphore joue sur l'activité photosynthétique principalement au 

niveau de la fonction de l'enzyme « rubisco », indispensable à la fixation du CO2 (Agren, 

2004), sur l'accumulation des réserves lipidiques (Wang et al., 2008), et va également 

entraîner une baisse de la biomasse, de la quantité de chlorophylle, de polysaccharides et de 

protéines cellulaire (Persic et al., 2009), ainsi qu’une dénaturation de l’appareil 

photosynthétique en diminuant le transport des électrons au niveau du PSII (Zer and Ohad, 

2003). 

Nous observons une augmentation significative du pourcentage en carbohydrates et en 

lipides en corrélation avec la diminution en concentration de phosphate : effectivement la 

limitation en phosphore aboutit généralement à une augmentation du contenu en 

carbohydrates (Myklestad, 2000), et ce chez plusieurs groupes phytoplanctoniques comme 

les prymnesiophyceae (Alderkamp et al., 2007), les cryptophyceae (Da Silva et al., 2009) 

ou encore les diatomées (Granum et al., 2002). Cette augmentation résulte d’une moindre 

utilisation des carbohydrates qui continuent à être produits par les processus 

photosynthétiques qui perdurent, bien qu’ils puissent être eux-mêmes affectés par la 

limitation en sels nutritifs. Certains éléments, tels que le phosphore, vont alors être 

indispensables pour l’utilisation des carbohydrates. 

Mahat et al., 2015 rapportent aussi que les pourcentages de lipides produits diminuent à 

mesure que la quantité de phosphate augmente. La plus grande quantité de lipides produite 

était obtenue lorsque les micro-algues étaient cultivées sous 0,1 g/L de phosphate (sous 

carence phosphatée). 

Les microalgues possèdent donc un potentiel biotechnologique évident, la phycoculture est 

une activité jeune et pleine de promesses. Son essor doit être accompagné par un effort de 

recherche, afin d’en réduire les coûts de production et de fiabiliser les rendements des 

cultures à l’échelle industrielle. Les technologies de culture sont déterminantes pour la 

rentabilité économique des productions phytoplanctoniques. Une fois que l’effet des 

différents paramètres physico-chimiques établi, des verrous subsistent, les milieux de culture 

destinés à la production de la biomasse microalgale impliquent des coûts élevés, ce qui 

contrebalance sur le plan économique les forts rendements. Pour être compétitif le coût de 

production des microalgues devrait approcher 0,38 euro par litre d’huile quand les 

estimations actuelles se situent plutôt aux environs de 2,24 euros/L. En vue de réduire ces 

montants, des efforts de recherche respectueuse de l’environnement doivent être consentis 

(Bougaran and Saint-Jean, 2014). 
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Les microalgues ont la capacité de croître sur une vaste gamme d’effluents. La littérature 

scientifique rapporte un grand nombre de gisements auxquels les microalgues furent 

confrontées avec succès : eaux résiduaires urbaines, effluents industriels comme les digestats 

(Levine et al., 2011) ou encore les lixiviats de décharges (Eminenour-Muzalina et al., 2011 ; 

Lin et al., 2007 ; Richards et al., 2013) ainsi que les effluents d’élevages (Mulbry et al., 

2008). 

En parallèle, le développement de l’aquaculture et singulièrement celui de la pisciculture est 

désormais reconnu comme inéluctable pour faire face à la demande croissante en produits 

aquatiques 1,69 millions de tonnes de poissons ont été produits en 2011, soit 215 % de plus 

par rapport à 2001. Néanmoins se développement pose un certain nombre de questions 

relatives à l’impact de ce type de production sur le milieu aquatique en engendrant une forte 

eutrophisation. 

Il est admis qu’une importante partie de cet impact est d’origine nutritionnelle, les rejets 

pour l’essentiel constitués d’aliments non consommés, de fèces et des produits d’excrétion 

enrichissent le milieu aquatique : en effet, 72% de l’azote et 70% du phosphore contenus 

dans l’aliment utilisé pour les élevages de poissons sont rejetés dans l’environnement. 

Il apparaît donc intéressant d’en tirer profit et notamment de rechercher à utiliser et valoriser 

cet enrichissement en nutriments (N et P), de façon à orienter la production végétale vers des 

microalgues particulières, qui auront un double rôle : traiter les eaux enrichies des élevages 

et servir de biomasse pour différentes applications en parallèle (Hussenot, 2004). 

L’aquaculture multitrophique intégrée (IMTA) vise justement ces objectifs en associant la 

culture d’espèces d’élevage et celle d’espèces extractives qui utilisent pour se nourrir les 

matières inorganiques et organiques issues de la pisciculture car la culture de micro-algues 

sur des milieux commerciaux est une opération très coûteuse. Les espèces extractives 

produisent ainsi une précieuse biomasse. 

C’est dans ce contexte que s’insère notre thématique visant à mettre en relief, autant que 

possible l’effet d’un milieu effluent de piscicultures intensives provenant d’un élevage de 

Tilapia O. niloticus considéré comme étant un des poissons les plus largement cultivé dans 

le monde sur la croissance de trois souches de microalgues. D'autres paramètres tels que le 

pH, la température ainsi que l’intensité lumineuse des effluents ont été ajustés.  

Les prélèvements des milieux effluents sont effectués tous les trois jours puis analysés en 

mesurant : le pH, la demande chimique en oxygène, la conductivité, la teneur en nitrite et 

nitrate ainsi que celle des orthophosphats et phosphate. Il s’avère donc que l'azote a été fourni 

par les effluents sous forme de nitrates, de nitrites et sels d'ammonium par les effluents, des 

formes facilement assimilables par les microalgues. 

En outre, le phosphore un élément clé pour une croissance favorable des micro-algues a été 

trouvé naturellement sous forme de minéraux (orthophosphats et phosphate). 

Par la suite nous avons comparé la croissance ainsi que la composition biochimique 

(proteines, carbohydrates et pigments) immédiate de nos trois souches de microalgues 

cultivées sous effluents de pisciculture et en milieu conventionnel F/2 Guillard. 

Dès le 6ème jour l’effluent brut arrive à assurer une croissance supérieure à celle enregistré 

sous milieu synthétique F/2 Guillard, dont le coût d’achat revient à 25 dinards/L, se qui 

constitue un substrat de croissance très peu coûteux, voire gratuit pour nos microalgues. Ces 

resultats concordent parfaitement avec ceux obtennues par (Sirakov and Velichkova., 2014) 

pour les souches Nannochloropsis oculata et Tetraselmis cultivées sur effluent 

d’aquaculture. 
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L’effluent du 3ème jour nécessite quelques ajustements afin de satisfaire les besoins de nos 

souches en nutriments, d’après Boileau (2015), l’ajout de certains minéraux est nécessaire 

pour soutenir une croissance dans les effluents. L’ajout d’une source de phosphore est 

essentiel et l’ajout d’azote complémentaire permet d’obtenir de meilleurs rendements de 

croissance. Avec l’ajout de ces deux sources, il est possible d’atteindre une croissance 

supérieure à celle obtenu dans un milieu F/2 Guillard complet. 

Néanmoins parmi les 25 milieux étudiés, il ressort que 1’effluent du 6ème jour additionné de 

vitamines permet d’obtenir les meilleurs résultats en termes de croissance cellulaire. En effet 

un certain nombre de composés organiques sont identifiés comme des facteurs de croissance 

indispensables pour certaines espèces incapables de les synthétiser. La cobalamine (vitamine 

B12) est fréquemment citée ainsi que la thiamine (vitamine B1) et la biotine (vitamine B7) 

(Croft et al., 2006 ; Droop, 2007). 

La croissance est ralentie au 12ème jour, l’assimilation de la forme nitrate nécessite 

l’intervention d’un complexe enzymatique qui peut se trouver saturé lors d’importants flux 

de nutriments. Ce phénomène de saturation semble observable avec une limite maximale de 

l’élimination de l’azote quel que soit le flux apporté aux microalgues, des rééquilibrages en 

nutriments sont nécessaires en particulier pour augmenter la production. 

Effectivement, l'azote est contenu surtout dans les protéines de l'aliment. La digestion 

transforme les protéines alimentaires en petits peptides et acides aminés qui, absorbés par 

l’intestin sont transportés par le sang vers le foie et les cellules (de la Noüe and Ouellet, 

1992). 

Le contenu en protéines de l’aliment influencera donc directement les rejets azotés des 

poissons. De l’azote ingéré, de 30 à 50 % sont retenus pour la croissance, de 40 à 60 % sont 

excrétés sous forme dissoute, tandis que de 10 à 25 % se retrouvent dans les fécès (de la 

Noüe and Ouellet, 1992). 

Les déchets métaboliques azotés sont constitués principalement de l'ammoniac qui est 

excrété surtout par les branchies et présent dans l'urine. Une petite fraction d’azote (5 à 15%) 

est aussi excrétée sous forme d’urée. Tous les auteurs s’entendent pour dire que l’excrétion 

d’ammoniac se fait principalement par diffusion passive sous forme de NH3 (Kaushik and 

Cowey, 1991). 

De nombreux paramètres influencent la production de rejets azotés par les poissons : la 

forme d'excrétion d'azote et la quantité varient beaucoup selon les espèces, la température, 

la salinité, l'entassement des poissons et d'autres facteurs de stress. La quantité d'azote 

excrétée sous forme d'ammoniac diminue avec l'augmentation de la taille des poissons. La 

quantité d’aliments ingérés et le taux d'azote de la ration sont les éléments déterminants de 

la production d'ammoniac. Une augmentation de la quantité de lipides dans la ration permet 

aussi une diminution de l'excrétion d'azote, puisque les protéines sont alors moins utilisées 

comme source d’énergie. Azevedo et al., (1998) ont montré qu’une augmentation de la 

température (de 6 à 15°C dans leurs expériences) a amené a une augmentation de la 

digestibilité apparente de la matière sèche, de l’azote et de l’énergie. Ceci a amené une 

réduction d’environ 40% de l’excrétion des déchets solides totaux et azotés, mais l’excrétion 

des déchets azotés dissous n’a pas été affectée. De façon générale, de 18 à 29% de l’excrétion 

des déchets azotés étaient sous forme solide, et de 71 à 82% sous forme dissoute. 

Tout le phosphore nécessaire aux poissons provient de leur alimentation. Il peut être 

d'origine animale (farine d’os, farine de poisson), végétale ou minérale. Sa digestibilité est 

très variable selon les espèces et son origine. Le phosphore d'une farine de poissons de bonne 

qualité est digestible à 60 % par la truite arc-en-ciel (Dosdat, 1992). Par contre, le phosphore 
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d’origine végétale est sous forme de sels de calcium et de magnésium de l’acide phytique 

(aussi appelés phytate). Ce phosphore est très peu utilisable par les poissons (de 0 à 20%) 

parce qu’ils n’ont pas l’enzyme phytase nécessaire pour les digérer (Lall, 1991 ; Dosdat, 

1992). 

Le phosphore ingéré est retenu par le poisson dans des proportions assez variables, selon la 

digestibilité de celui-ci dans l’aliment. Ainsi, Dosdat (1992) affirme que le taux de rétention 

ne dépasse pas 30%, et qu’il s’établit en moyenne à 20%. L'évacuation du phosphore se fait 

par le rein dans l’urine sous forme de phosphate inorganique et par les fèces sous forme 

particulaire à partir de la nourriture non digérée. Plusieurs auteurs rapportent que le 

phosphore excrété par le poisson se retrouve à environ 65 à 70% lié aux particules (fèces, 

aliment non consommé) (Axler et al., 1997). 

Ces effluents doivent en parallèle assuré un milieu adéquat à la croissance des poissons, en 

effet, les organismes aquatiques dépendent pour leur croissance et leur reproduction de la 

qualité des eaux dans lesquelles ils vivent. En général, la qualité des eaux est déterminée sur 

la base de critères quantitatifs et qualitatifs tels que la présence en quantités suffisantes de 

certains nutriments, la teneur en oxygène, le pH, la température ou encore, la présence de 

substances connues pour leur toxicité (métaux, pesticides, phénols, etc.). 

Les paramètres indicateurs de la qualité de l’eau piscicole sont mesurés selon les méthodes 

normalisées. 

Nous nous sommes référés dans ce travail aux normes européennes concernant la qualité des 

eaux douces pour être aptes à la vie des poisons par la directive 2006/44/CEE et 

2006/113/CE et aussi aux normes marocaines de qualité des eaux piscicoles (décret n°2027-

03 du 5 novembre 2003) (Annexe V). (Boulahai et Kalthoum Zerrouki., 2014). Il s’avère 

donc que les effluents du 1er, 3ème et 6ème jour sont adéquats et conforme aux normes, et 

constitue un milieu favorable à la croissance microalguale et celle des poissons d’élevage à 

la fois, ce qui représente une alternative économiquement viable. 

IV.2. Conclusions et perspectives 

Les microorganismes photosynthétiques s’affirment comme l’une des alternatives 

convenables pour remplacer les énergies fossiles et suscitent un intérêt grandissant, en raison 

de leurs propriétés biologiques et métaboliques intéressantes, en particulier les microalgues 

qui se sont progressivement imposées dans les mondes scientifique et industriel. 

En effet, depuis quelques années, la biotechnologie microalgale est devenue un thème de 

recherche privilégié permettant d’explorer et d'exploiter l'énorme potentiel de ces 

microorganismes intervenant au sein de nombreux systèmes et dans de multiples secteurs 

industriels (Daoud, 2013). L’intérêt de ces micro-organismes photosynthétiques réside 

également dans l’étendue de la palette de molécules qu’ils peuvent produire, telles que les 

protéines, les pigments ou encore les vitamines (Combe, 2016). 

De nos jours, il existe entre 200 000 et 1 000 000 d’espèces différentes de microalgues, dont 

seules 30 000 sont connues et une dizaine d’espèces, étudiées et cultivées (Bernardo, 2012), 

une telle diversité non exploitée constitue un réel potentiel pour la recherche et l’industrie. 

Néanmoins, il reste encore des verrous à lever, via des recherches en amont, avant que les 

rendements et les coûts espérés ne soient effectivement atteints et que ces technologies ne 

puissent voir le jour à grande échelle (Cadoret et al., 2008). 

Le choix et la mise en culture d’une souche de microalgues qui permettent à la fois d’obtenir 

un taux de croissance satisfaisant et un contenu intéressant sur le marché doivent satisfaire 
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à des critères essentiels. La souche sélectionnée devrait posséder, autant que possible, les 

caractéristiques suivantes : 

 Productivité élevée de biomasse ; 

 Productivité élevée du produit valorisé ; 

 Capacité élevée de fixation du CO2, en autotrophie ; 

 Capacité élevée d’utilisation de la lumière, en autotrophie ; 

 Capacité d’utilisation d’une source de glucose peu dispendieuse et largement disponible, 

en hétérotrophie ; 

 Capacité de dominance sur les espèces indigènes en système ouvert ; 

 Tolérance à une large gamme de température, suivant les variations diurnes et 

saisonnières. 

Pour le moment, aucune souche connue ne répond à tous ces critères. Le choix d’une espèce 

se fait d’abord en sélectionnant des espèces ayant un taux de croissance cellulaire rapide, 

afin d’atteindre de fortes productivités en biomasse. Ensuite, selon le mode de culture et le 

produit ciblé, d’autres critères entrent en considération. La souche doit être résistante aux 

conditions de cultures imposées et à la contamination, et capable de synthétiser une quantité 

appréciable du produit recherché. La sélection de la souche dépend notamment des produits 

et coproduits visés, par exemple, une espèce fortement productrice de lipides est intéressante 

dans un contexte de production de biodiesel. La sélection d’une souche pourra influencer les 

choix technologiques pour sa production, la récolte de la biomasse et le conditionnement de 

celle-ci pour en extraire les produits à haute valeur ajoutée. 

En conclusion, trouver une telle souche « idéale » présentant toutes ces caractéristiques est 

une tâche très difficile, surtout si on considère la grande biodiversité des algues et le rôle 

important des conditions de culture (Taleb, 2015). 

Pour croître, les microalgues sont tributaires de plusieurs facteurs de croissance, ainsi, et en 

fonction des objectifs de culture plusieurs paramètres peuvent s’avérer limitants : 

 Les facteurs abiotiques tels que la source de carbone, les nutriments minéraux, la 

température, la salinité, le pH et la teneur en O2 ; 

 Les facteurs biotiques tels que les pathogènes (bactéries, champignons, virus). 

Le présent travail a porté d’une part sur l’isolement et l’étude de souches algériennes isolées 

à partir d’un site très intéressant (l’estuaire de l’Oued Chéliff) ainsi que l’optimisation des 

paramètres physico-chimiques (croissance cellulaire et composition biochimique). 

L’objectif principal et commun à toutes les études expérimentales et consiste donc à évaluer 

et étudier le rendement de production en masse de trois souches d’intérêt industriel pour la 

production d’une variété de molécules à haute valeurs ajoutée (carbohydrates, protéines, 

lipides et pigments).  

Les résultats obtenus ont souligné une grande différence au niveau du comportement des 

souches (microalgue marine/eau douce) en termes de croissance, de métabolisme et de 

fragilité cellulaire. Ces observations ont révélé la grande biodiversité des microalgues et mis 

en avant le défi de trouver la souche idéale, surtout lorsque l’application envisagée implique 

beaucoup de critères spécifiques comme dans le cas du biodiesel. Cet écart observé entre les 

souches au regard de chaque critère de criblage, renforce de plus l’idée qu’il est difficile de 

choisir une souche en se basant sur les données de la littérature scientifique, cela confirme 

le besoin d’une méthodologie de criblage robuste qui prendra en considération des critères 

allant de la production de quantités importantes de biomasse, jusqu’à l’étude de leur 

composition biochimique. En revanche les deux souches appartenant à la même famille et 
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provenant du même milieu d’isolement Scenedesmus sp. et Tetranephris brasiliensis 

présente une grande similitude.  

Il n’y a pas d’avantage clair entre les microalgues d'eau douce et les microalgues d'eau de 

mer, chaque type a ses avantages et ses inconvénients et sera plus ou mois adapté à certaines 

régions. Si les cultures doivent être effectuées en eau douce, des conflits sur l'usage de l'eau 

peuvent apparaître. D'un autre côté, les couplages avec des sources de CO2 ne seront pas 

systématiquement possibles en bord de mer ou devront être planifiés. 

Il apparaît clairement que la croissance des microalgues est strictement influée par la 

lumière, en effet, dans le monde aquatique, la lumière, via le processus de photosynthèse, 

contrôle les flux de carbone et la production de molécules énergétiques dans les cellules et 

détermine donc le rendement de consommation des nutriments chez les photoautotrophes 

(Dubinsky and Schofield, 2010). La lumière est donc un paramètre clé, ainsi une limitation 

ou un excès de lumière vont donc avoir des répercussions sur le métabolisme des cellules et 

la croissance des populations microalgales. 

Afin d’optimiser les protocoles les plus pertinents, il est impératif de concevoir et de 

développer des photobioréacteurs qui permettent une maîtrise poussée des paramètres de 

culture avec des géométries optimisées adaptées aux contraintes de la production : rentabilité 

du bioréacteur, la pureté d'algues produites, l’optimisation de l’espace et facilité de 

l’entretien. 

Les systèmes de culture de type plat ont la particularité de présenter un important ratio 

surface sur volume important et une bonne qualité de transfert gazeux ce qui se traduit par 

un fort rendement photosynthétique. Pourtant, les limitations sont nombreuses et concernent 

essentiellement l’augmentation des coûts de production suite à la ré-carbonatation des 

cultures après l’augmentation du pH et des phénomènes de colmatage. De plus, le faible ratio 

entre surface de refroidissement et surface exposée à la source lumineuse peut induire un 

mauvais contrôle de la température. Aussi, la présence de zones à faible mélange (coins) 

affecte aussi les rendements (Daoud., 2013). 

Tous les résultats expérimentaux obtenus prouvent clairement que le mode de culture ainsi 

que la limitation en azote et en phosphate affectent considérablement la physiologie 

cellulaire et par conséquent la composition biochimique de la culture. Ainsi une réponse 

typique de la cellule à une carence azotée et phosphaté se résume par une accumulation des 

carbohydrates et des lipides, au détriment des protéines et des pigments. Néanmoins, la 

production de lipides par ajout de NaCl peut être plus pratique et écologique que celle induite 

par des carences. 

En comparant la croissance photosynthétique des souches sous conditions de culture 

(optimales et défavorables), les résultats révèlent que les performances des souches sont 

fortement liées aux conditions de culture appliquées. Autrement dit, une croissance 

importante en conditions de croissance optimales n’implique pas forcement une bonne 

croissance lorsque les conditions deviennent défavorables comme c’est le cas lors d’une 

carence azotée, d’où l’importance d’étudier la croissance des souches dans les deux 

conditions de culture étant donnée leur influence sur les performances intrinsèques. 

Les effluents de pisciculture chargés essentiellement en nutriments minéraux se révèlent 

favorables à la production de microalgues et à celle des poissons d’élevage sans engendrer 

d’inhibition significative. Néanmoins des rééquilibrages en nutriments sont nécessaires en 

particulier pour augmenter la production en biomasse. 

Une telle étude construit une plateforme de départ pour évaluer d’autres axes de recherche, 

en effet avec leur nombre gigantesque et leur extrême diversité biologique, les microalgues 
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offrent un éventail impressionnant pour effectuer des synthèses chimiques de produits qui 

peuvent intéresser l’humanité. 

Les réactions chimiques qu’elles effectuent naturellement utilisent l’énergie du soleil par la 

photosynthèse, considérablement plus économe en énergie que les procédés catalytiques 

habituels à nos industries. Pour exploiter ce potentiel, les laboratoires de biologie/chimie 

doivent comprendre en détail le fonctionnement de ces organismes afin de leur apporter 

éventuellement des modifications, et ce, en interaction avec les spécialistes du génie 

chimique pour mettre au point des réacteurs chimiques qui permettent de les exploiter et 

d’extraire les produits recherchés. Aujourd’hui, plusieurs productions industrielles utilisant 

les microalgues sont déjà rentables, des compléments alimentaires aux polysaccharides. Les 

travaux d’industrialisation progressent, et d’autres produits vont arriver, en particulier pour 

alléger les difficultés prévues dans la production d’énergie à partir des combustibles fossiles. 

De plus, il n’est sûrement pas erroné de penser qu’une production de microalgues offre une 

opportunité exceptionnelle, particulièrement pour les pays méditerranéens, de créer des 

filières alimentaires d’un type nouveau, depuis la production jusqu’à la transformation en 

ingrédients à haute valeur ajoutée. 

Il serait aussi intéressant : 

 D’effectuer des études complémentaires sur les différents systèmes de culture ; 

 D’étudier les différentes interactions possibles entre les paramètres de culture 

physicochimique ; 

 D’étudier avec plus de précision le profil lipidique des souches isolées ; 

 De réaliser une modélisation structurée de la croissance cellulaire ; 

 D’améliorer les souches par des techniques avancées de manipulations génétiques 

(OGM) ; 

 De développer des partenariats industriels pour des applications biotechnologiques dans 

les domaines de l’énergie (biohydrogène, biodiesel), de la chimie verte et de la 

cosmétique ; 

 D’identifier et caractériser les espèces microalgales, les procédés, les technologies et les 

business model d’intérêt pour la zone méditerranéenne ; 

 De procéder à des scale up (projets pilotes, projets de démonstration) permettant de trier 

les espèces et de retenir les plus intéressantes du point de vue économique, social et 

environnemental ; 

 De créer une banque de souches (dont éventuellement des souches pour les applications 

à visées industrielles) ou de mettre en réseau les banques de souches existantes. 
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ANNEXE 1 : Extraction de l’ADN génomique 

L’ADN est extrait à partir de10 ml de culture microalgale en phase exponentiel (20.107 

cellule /ml), en utilisant un kit (EasyPure Plant Genomic DNA Kit). 

 

Composant EE111-01 (50 rxns) EE111-02 (200 rxns) 

Buffer1 (RB1) 15 ml 60 ml 

Buffer1 (PB1) 6 ml 25 ml 

Buffer1 (CB) 30 ml 110 ml 

Buffer1 (BB1) 8 ml 32 ml 

Buffer1 (WB1) 12 ml 2 × 22 ml 

Tampon d'élution (EB) 25 ml 80 ml 

RNase A (20 mg/ml) 800 μl 4 × 800 μl 

SDS 10% 2 ml 10 ml 

Colonne avec Tubes collecteur 50 2 × 100 

 Toutes les étapes de centrifugation sont réalisées à température ambiante. 

1. Récupérer 100 mg de microalgue (culot) après centrifugation. 

2. Ajouter 250 μl de RB1 au culot et bien mélanger au vortex  

3. Ajouter 30 μl de SDS à 10% et 15 μl de La Rnase. 

4. Incuber à 55oC dans un bain d'eau pendant 15 minutes. 

5. Centrifugé à 12,000 rpm pendant 5 minutes, transférer doucement le surnageant dans 

un microtube stérile.  

6. Ajouter 100 μl de PB1, bien mélangé au vortex, incuber sur glace pendant 5 minutes, 

centrifugées à 12000 rpm pendant 5 minutes. 

7. Transférer Doucement le surnageant dans un microtube stérile, ajouter 375 μl de BB1 

(vérifié que vous avez ajouté de l'éthanol avant utilisation), bien mélangé. 

8. Mettre dans la spin colonne, centrifugé à 12,000 rpm pendant 30 secondes. 

9. Ajouter 500 μl de CB1, centrifugé à 12,000 rpm pendant 30 secondes. 

10. Ajouter 500 μl de WB1 (vérifier pour vous assurer que vous avez ajouté de l'éthanol 

avant utilisation), centrifugé à 12,000 rpm pendant 30 secondes. 

11. Répétez l'étape 10 une fois. 

12. Centrifugé à 12,000 rpm pendant 2 minutes pour éliminer les résidus du WB1. 

13. Placé la colonne dans un microtube stérile de 1.5 ml, ajouter 50-200 μl de Tampon 

d'élution (préchauffé à 60 °C) ou de l'eau distillée (pH > 7.0), incuber à température 

ambiante pendant 1 minute, centrifugé à 12,000 rpm pendant 1 minute. 

Pour le stockage à long terme, conservé L'ADN purifié à -20 °C. 
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ANNEXE 2 : Composition du milieu f/2 Guillard (Guillard and Ryther 1963) 

Quatre solutions mères (1-4) ; pour toutes les solutions, l'utilisation de l'eau distillée 

stérilisée. 

  1 L 0,5 L 

1. 
Solution stock de 

𝑵𝒂𝑵𝑶𝟑 
75,0 g 37,5 g 

2. 
Solution stock de 

𝑵𝒂𝑯𝟐𝑷𝑶𝟒 
5,0 g 2,5 g 

3. Solution stock de Métaux Trace : 

A l’eau distillée ajouté : 

 1 L 0,5 L 

𝑵𝒂𝟐EDTA 4,36 g 2,18 g 

𝑭𝒆𝑪𝒍𝟑•𝟔𝑯𝟐𝑶 (Chlorure ferrique) 3,15 g 1,575 g 

Stocks de métaux primaires (ci-

dessous) 

1 mL 

des cinq 

0,5 mL des cinq 

 

 Solution stock primaire de métaux traces 

Pour le volume choisi d'eau distillée stérile ajouter : 

 100 mL 50 mL 10 mL 

𝑪𝒖𝑺𝑶𝟒•𝟓𝑯𝟐𝑶 1,0 g 0,50 g 0,10 g 

𝒁𝒏𝑺𝑶𝟒•𝟕𝑯𝟐𝑶 2,2 g 1,10 g 0,22 g 

𝑪𝒐𝑪𝒍𝟐•𝟔𝑯𝟐𝑶 1,0 g 0,50 g 0,10 g 

𝑴𝒏𝑪𝒍𝟐•𝟒𝑯𝟐𝑶 1,8 g 0,90 g 0,18 g 

𝑵𝒂𝑴𝒐𝑶𝟒•𝟐𝑯𝟐𝑶 0,63 g 0,315 g 0, 063 g 

 

4. Solution stock de Vitamine :  

Sensible à la lumière la solution de vitamine doit être couverte de papier aluminium : 

 1 L 0,5 L 

Biotine 10 mL de 0,1 mg•mL-1solution (1mg dans 10 mL) 5 mL 

Vitamine B1 1 mL de 1 mg•mL-1 solution (1 mg dans 1 mL) 0,5 mL 

Thiamine 0,2 g 0,1 g 

Préparation du milieu final : 

Dans 950 ml d’eau distillée ajouté : Solution stock de 𝑁𝑎𝑁𝑂3 1 mL 

Solution stock de 𝑁𝑎𝐻2𝑃𝑂4 1 mL 

Solution stock de Métaux Trace 1 mL 

Solution stock de Vitamine 0,5 mL 
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ANNEXE 3 : Dénombrement cellulaire 

La concentration en nombre de cellules présente dans la suspension microalgale est 

déterminée pour toutes les souches au microscope optique (objectif 40) par comptage sur 

hématimètre de type Malassez, présenté dans la figure 104. 

La cellule de Malassez est une lame spéciale en verre (figure 104) développée pour le 

comptage de diverses cellules animales et végétales. Elle est munie de deux chambres de 

comptage sur la surface supérieure, et sur lesquelles est placée une lamelle de verre spéciale 

(plaque couvre-objet) délimitant une profondeur de 0.2 mm (figure 105). Chaque chambre 

de comptage est gravée horizontalement et verticalement. Cette gravure précise trace un 

quadrillage dont on connait les dimensions. Comme schématisé dans la (figure 98), chaque 

chambre de comptage est donc un quadrillage composé de 25 grands rectangles dont les 

dimensions sont connues (0.25 de longueur et 0.25 mm de largeur), chacun est subdivisé en 

20 petits carrés de 0.05 mm de côté (figure 105).  

Le principe d’utilisation est simple. Connaissant les dimensions des rectangles de comptage, 

ainsi que le volume de comptage de la cellule, la concentration cellulaire dans le PBR (après 

comptage) sera mesurée grâce au calcul expliqué ci-après. Chaque rectangle a un volume de 

0,2×0,2×0,25=0,01 mm3. La totalité de la cellule, soit 100 rectangles de 0,20×0,25 mm, a 

un volume de 0,2×2×2,5=1 mm3 soit 10-3 ml. En prenant en considération le facteur de 

dilution (𝑓=𝑉𝑓𝑉𝑖) dans le cas d’une culture préalablement diluée, la concentration N 

(Nombre de cellules/ml de la culture) est calculée comme suit : 𝑁=𝑛25×𝑓×10−5 avec « n » 

désignant le nombre total des cellules comptées dans l’ensemble des 25 rectangles. Il faut 

noter qu’afin que la concentration calculée soit précise, il faut compter au moins 300 cellules 

pour chaque échantillon. 

 

 

 

Figure 104 : Photo d’une cellule de Malassez 
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Figure 105 : Vue d’une coupe et de la gravure d’une cellule de Malassez 
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ANNEXE 4 : Courbe d'étalonnage pour le dosage des carbohydrates par la méthode 

de Dubois 
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ANNEXE 5 : Courbe d'étalonnage pour le dosage des protéines par la méthode de 

Bradford 
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ANNEXE 6 : Les paramètres indicateurs de la qualité de l’eau piscicole 

LES NORMES MAROCAINES 

Arrêté conjoint du ministre chargé de l’aménagement du territoire, de l’eau et de 

l’environnement n° 2027-03 du 5 novembre 2003 fixant les normes de qualité des eaux 

piscicoles. 

Article 1 : En application des articles 1 et 2 du décret susvisé n° 2-97-787, les normes de 

qualité des eaux piscicoles sont fixées au tableau annexé au présent arrêté. 

Article 2 : Au sens du présent arrêté, on entend par : Eaux piscicoles : toutes les eaux 

courantes ou stagnantes dans lesquelles vivent ou pourraient vivre les poissons et mollusques 

et classées en eaux froides et en eaux tièdes ; Eaux froides : les eaux piscicoles dans 

lesquelles vivent ou pourraient vivre les poissons d’eaux froides tells que les espèces de la 

famille des salmonidés : les truites, les saumons, les ombres, les corégones… ; Eaux tièdes : 

les eaux piscicoles dans lesquelles vivent ou pourraient vivre les poissons autres que les 

salmonidés : carpes, brochet, perche, sandre, black-bass, anguille, alose… Echantillon 

composite : tout mélange de façon intermittente ou continue en proportions adéquates d’au 

moins trois (3) échantillons ou parties d’échantillons par jour et dont peut être obtenue la 

valeur moyenne du parameter désiré. 

Article 3 : Une eau est dite de qualité piscicole si des échantillons de cette eau prélevés à un 

intervalle régulier et à un même lieu de prélèvement présentent des valeurs de paramètres 

conformes aux normes de qualité des eaux piscicoles pour au moins : - 95% des mesures de 

tous les paramètres, - 90% des mesures pour un paramètre donné, - si les valeurs des 

paramètres non conformes aux normes de qualité des eaux piscicoles ne dépassent pas la 

limite de 50%, exception faite pour la T°, le PH, l’oxygène dissous et les paramètres 

bactériologiques. 

Article 4 : Le nombre minimal d’échantillons sur la base duquel une eau est dite piscicole 

est de 12 par an à raison d’un échantillon par mois. 

Article 5 : Tout échantillon sur la base duquel l’eau est dite piscicole doit être un échantillon 

composite de 24 heures. 

Article 6 : Les échantillons prélevés lors des inondations, des pollutions accidentelles ou de 

catastrophes naturelles ne sont pas considérés pour l’appréciation globale de la qualité des 

eaux piscicoles. 

Article 7 : En cas de nécessité, l’agence de bassin hydraulique concernée peut proposer la 

fixation pour les eaux piscicoles de valeurs plus sévères que celles prévues par le présent 

arrêté. 

Article 8 : Les paramètres indicateurs de la qualité de l’eau piscicole sont mesurés selon les 

méthodes normalisées. 

Article 9 : L’agence de bassin est chargée de l’application du présent arrêté. 

Article 10 : Le présent arrêté est publié au Bulletin Officiel. 
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Tableau 42 :  Norme de qualité d'eaux piscicole marocaine 

 Paramètres Eaux froides Eaux tièdes 

1 Temp tièdesslité  5 < T < 20 8 < T < 30 

2 pH  5 < T 5 < T 

3 OxygT < 30sslité d'eaux p >5 >3 

4 MatiT < 30sslité d'eau < 25 < 50 

5 DCO (mgO2/l)  < 20 < 30 

6 DBO5 (mgO2/l)  <3 <6 

7 Chlore libre (mg/l)  < 0,02 < 0,02 

8 Conductivite (mg/l)  < 350 < 3000 

9 Ammoniac non ionis) 2/l) isc3)  < 0,025 < 0,025 

10 Ammonium (mg/l NH4+)  < 0,50 < 1 

11 Nitrite (mg/l NO2-)  < 0,5 < 0,5 

12 D20,5te (mg/l NO2- < 0,5 < 0,5 

13 Sulfates (mg/l) < 200 < 200 

14 Hydrocarbures dissous ou isc3) 

le marocaine 

< 10 < 10 

15 Hydrocarbures polycycliques 

aromatiques (g/l) 

< 0,2 

 

< 0,2 

16 Ph0,2 carbures polycycliques 

aromatiques 

<1 < 1 

17 Cyanures (g/l CN)  < 50 < 50 

18 Argent (g/l Ag)  <3 <3 

19 Fluorures (mg/l F)  < 0,7 < 0,7 

20 Pesticides (g/l) < 0,1 pour substance 

Individual isubstance  

< 0, 1 pour substance 

Individual  

Métaux lourds 

21 S1taux lourdsubsta < 10 < 10 

22 Barym (mg/l)  < 1 < 1 

23 Bore (mg/l B)  < 2 < 2 

24 Manganmg/l B) bst < 0,1 < 0,1 

25 Mercure (g/l Hg)  < 1 < 1 

26 Plomb (g/l Pb)  < 20 < 20 

27 Arsenic (g/l As)  < 50 < 50 

28 Chrome total (g/l Cr)  < 50 < 50 

29 Cadmium (g/l Cd)  < 5 < 5 

30 Cuivre (a) (g/l Cu)  < 40 < 40 

31 Zinc (a) (mg/l Zn)  < 1,3 < 1,3 

Bactériologiques 

32 Coliformes  < 2000 < 2000 

LES NORMES EUROPEENNES 

Concernant la qualité des eaux douces ayant besoin d’être protégées ou améliorées pour être 

aptes à la vie des poissons (version codifiée) du 6 septembre 2006. 

1. La présente directive concerne la qualité des eaux conchylicoles et s’applique aux 

eaux côtières et aux eaux saumâtres designees par les États membres comme ayant 

besoin d’être protégées ou améliorées pour permettre la vie et la croissance des 

coquillages (mollusques bivalves et gastéropodes) et pour contribuer ainsi à la bonne 

qualité des produits conchylicoles directement comestibles par l’homme. 

http://rapport-gratuit.com
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2. Les États membres fixent, pour les eaux désignées, des valeurs pour les paramètres 

indiqués à l’annexe I, dans la mesure où des valeurs apparaissent dans la colonne G 

ou I. Ils se conforment aux remarques figurant dans ces deux colonnes. 

En ce qui concerne les rejets des substances relevant des paramètres «substances 

organhalogénées» et «métaux», les normes d’émission établies par les États membres 

en application de la directive 2006/11/CE du Parlement européen et du Conseil du 

15 février 2006 concernant la pollution causée par certaines substances dangereuses 

déversées dans le milieu aquatique de la Communauté (1) sont appliquées en même 

temps que les objectifs de qualité ainsi que les autres obligations découlant de la 

présente directive, notamment celles relatives à l’échantillonnage. 

L’application des mesures prises en vertu de la présente directive ne peut en aucun cas avoir 

pour effet d’accroître, directement ou indirectement, la pollution des eaux côtières ou des 

eaux saumâtres. 

Tableau 43 : Normes de qualités d’eaux piscicoles européennes 

Paramètre 

Eaux salmonicoles Eaux cyprinicoles 

Méthodes 

d’analyse ou 

d’inspection 

Fréquence 

minimale 

d’échantillon

nage et de 

mesure 

Observations Guid

e 
Impérative 

Guid

e 
Impérative 

 

1 

Température 

(°C) 

 

 

 

La température mesure en aval d'un point de 
rejet thermique (à la limite de la zone du 

mélange) ne doit pas dépasser la température 

naturelle de plus de: 

 

Thermométrie 

 

Hebdomadair
e en 

amont et en 

aval du 

point de rejet 

thermique 

 

 

Des variations trop 
brusques de 

température doivent 

être évitées 

 

 
 

1,5°C 
  

3°C 

 

Des dérogations limitées géographiquement 
peuvent être décides par les états members 

dans des conditions particulières si l'autorité 

compétente peut prouver que ces dérogations 
n'auront pas de consequences nuisibles pour 

le développement équilibré des peuplementes 

de poissons 

 
2 

 
Les rejets thermiques ne doivent pas avoir 

pour consequence que la température dans la 

zone située en aval du point de rejet 
thermique (à la limite de la zone de mélange) 

dépasse les valeurs suivantes: 

 21,5(0)  28(0) 

10(0)  10(0) 

 Période de reproduction des espèces ayant 
besoin d'eau froide pour leurs reproductions, 

et uniquement ou susceptible de contenir de 

telles espèces 
Les limites de température peuvent toutefois 

dépassées pendant 2% du temps 

 

2.Oxygène 

dissous 

(mg/o2) 

50% 
≥ 9 

100% 

≥ 7 

50% ≥ 9 
Lorsque la 

teneur 

en oxygène 
descend 

en dessous 

de 6 mg/l, les 

états members 

mettent en 

oeuvre 
les 

disposetions 

de l'article 7 
paragraphe 

3. 

 
50% ≥ 9 

100%≥5 

 
50%≥7 

Lorsque la 

teneur en 
oxygène 

descend en 

dessous de 4 

mg/l les états 

members 

mettent en 
oeuvre les 

dispositions 

de l'article 7 
paragraphe 3 

l'autorité 

 
Méthode de 

winkler ou 

electrodes 
spécifiques 

(méthode 

électrochimiq

ue) 

 

Moins un 
échantillon 

représentatif  

des faibles 
teneurs 

en oxygène se 

présentant le 

jour du 

prélèvement 

Toutefois, s'il 
y a 

presumption 

de variations 
diurnes 
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L'autorité 

competent 
doit prouver 

que cette 

situation n'aura 
pas de 

conséquences 

nuisibles 
pour le 

developpement 

équilibré 
des 

peuplements 

de poisson 
 

compétent doit 

prouver que 
cette 

situation n'aura 

pas de 
consequences 

nuisibles pour 

le 
développement 

équilibré des 

peuplements 
de 

poisson 

significatives 

au moins 
deux 

prélèvements 

par jour 
seront 

effectués 

 
 

 

 

3.   

pH 

  

6-9 (0) (1) 

  

6-9 (0) (1) 

 

Életrométrie 

étalonnage 

au moyen de 

deux solutions 
tampons 

de pH connus 

voisins et de 
préférence 

situé de part 

et d'autre de la 
valeur 

du pH à 

mesurer 

 

Mensuelle 

 

 

 

 

4. 

Matières en 

suspension 

(mg/l) 

 

≤ 25 

(0) 

  

≤ 25(0) 

  

Par filtration 

sur 
membrane 

filtration 

0,45 μm ou 
par 

centrifugation 

(temps 
minimal de 5 

minutes 

accélération 
moyenne 

de 2800-3200 

g) 
séchage à 

105°C et 

pesée 

  

Les valeurs 

indiquées se réfèrent 
à des concentrations 

moyennes et 

ne s'appliquent pas 
aux matières en 

suspension ayant 

des proprieties 
chimiques nocives 

Les inondations sont 

susceptibles de 
provoquer des 

concentrations 

particulièrement élevées 

 

5. 

DBO5 (mg/l) 

 
≤ 3 

  
≤ 6 

  
Détermination 

de O2 

par la 
méthode de 

Winkler avant 
et 

Après 

incubation de 
5 

jours dans 

l'obscurité 
totale, à 

20±1°C (sans 

empecher la 
nitrification) 

  

 

6. 

 Phosphore 

total (mg/l) 

     

Spectrophoto-

métrie 
d'absorption 

moléculaire 

  

En ce qui concerne 

les lacs dont la 
profondeur 

moyenne se situe 

entre 18 et 300 m, 
on pourrait appliquer la 

formule suivant: L≤ 

10ZTw(1+ 𝑇) Ou 
L = charge exprimée en 
mg par mètre carée de 
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surface du lac pendant 

une année 
 

Z = profondeur 

moyenne du lac 
exprimée en mètres 

Tw = temps théorique 

de renouvellement de 
l'eau du lac exprimé 

en années 

Dans les autres cas, 
les valeurs limites de 

0,2 mg/l pour les 

eaux salmonicoles et 
de 0,4 mg/l pour les 

eaux cyprinicoles, 

exprimées en PO4 

pouvent être considérées 

comme des valeurs 

indicatives permettant 
de réduire 

l'europhisation 

 

7. 

 Nitrites 

 
≤ 

0,01 

  
≤ 

0,03 

 Spectrophoto
métrie 

d'absorption 

moleculaire 

  

8.  

Composes 

phénoliques 

(mg/l 

C6H5OH 

 (2)  (2)  

Examen 

gustatif 

 L'examen gustative 

n'est effecttué que 

si la présence de 
composes phénoliques 

est presumée 

 

9. 

 Ammoniac 

non ionize 

(mg/l NH4 ) 

 

≤ 
0,0 

5 

 

 

≤ 0,025 

 

≤ 0,005 

 

≤ 0,025 

   

 

10. 

Zinc total 

(mg/l Zn) 

 

≤ 0,3 

  

≤ 0,3 

  

Spectrometrie 

d'absorption 
atomique 

 

Mensuelle 

 

Les valeurs Ⅰ 

correspondent à une 

dureté de l'eau de 100 
mg/l de 

CaCO3 Pour des duretés 

coprises entre 10 et 
500 mg/l, les valuers 

limites correspondantes 

peuvent être trouvées à 

l'annexe Ⅱ 

 

11. 

Cuivre 

soluble (mg/l 

Cu) 

 
≤ 

0,04 

  
≤ 

0,04 

  
Spectrométrie 

d'absorption 

atomique 

 
Les valeurs G 

Correspon-

dent à 

une dureté de 

l'eau 

de 100 mg/l 
de CaCO3 

Pour des 

duretés 
Comprises 

entre 10 

et 300 mg/l, 
les valeurs 

limites 

correspondes 
peuvent être 

trouvées à 

l'annexe 

Ⅱ 

 
Les valeurs pour 

l'ammoniac non ionisé 

peuvent être dépassées, 

à condition qu'il s'agisse 

de pointes peut 

importantes apparaissant 
pendant la journée 

 

 



Résumé

La culture de microalgues est soumise à l'influence de plusieurs paramètres
environnementaux physiques ou biologiques qui sont dépendants des caractéristiques
intrinsèques de l'espèce microalgale et de la géométrie du système de production. Ces
paramètres affectent non seulement l'activité photosynthétique et la productivité en biomasse,
mais également le comportement physiologique et métabolique de la cellule.La première
partie de cette thèse examine la biodiversité microalgale de l’estuaire de l’Oued
Chéliff (Algérie) ; ce screening nous a permis d’observer, recenser et d’isoler des espèces
appartenant à différentes classes. Néanmoins seules trois souches ont fait l’objet de la
deuxième partie de cette étude expérimentale (Scenedeesmus sp, Tetranephris brasiliensis
et Nannochloropsis gaditana). Les résultats obtenus ont souligné une grande différence
comportementale des souches (microalgue marine/eau douce) en termes de croissance, de
métabolisme et de fragilité cellulaire, leur réponse est souche dépendante avec une certaine
similitude pour celles appartenant à la même famille. Une fois discerné l’effet des différents
paramètres physico-chimiques, des verrous subsistent, les milieux de culture destinés à la
production de la biomasse impliquent des coûts élevés. Il apparaît donc intéressant d’utiliser
et valoriser l’enrichissement de ses effluents, de façon à orienter la production végétale vers
des microalgues particulières. Les effluents de pisciculture se révèle favorable à la production
de microalgues sans engendrer d’inhibition significative. Néanmoins des rééquilibrages en
nutriments sont nécessaires en particulier pour augmenter la production.

Mots clés :

Microalgue; Screening; Nannochloropsis gaditana; Tetranephris brasiliensis; Scenedesmus

sp.; Paramètres physico-chimiques; Production en masse; Croissance cellulaire;

Caractérisation biochimique; Effluents de pisciculture.


