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Résumeé

Les microalgues sont des micro-organismes aquatiques. Dotées d’une croissance rapide,
elles ont la particularité de pouvoir produire des substances industriellement intéressantes.
Toutefois, leur potentiel est encore peu exploré : sur un million d’espéces estimées, seules 30
000 environ ont été étudiées. Dé¢ja utilisées dans 1’alimentaire, les cosmétiques et les
fertilisants, les microalgues sont considérées comme une voie alternative aux carburants
traditionnels. En effet, certaines espéces ont la capacité de produire des composés ayant un

potentiel énergétique comme les lipides (source de biodiesel)

Le but de ce travail est d’optimisé les conditions de culture chez 1’espéces
Nannochloropsis gaditana et ceci par I’étude de I’effet de la supplémentation du milieu de
culture Guillard /2 en carbone organique (glucose) et en carbone inorganique (bicarbonate et
peptone) a différentes intensités lumineuses, sur la croissance et le pouvoir d’accumulation

des lipides.

Le suivie de la croissance a éte effectué par mesure de la densité optique au
spectrophotométre et par dénombrement des cellules a 1’aide de la cellule de Malassez. Des

dosages du taux de chlorophylle « a » et de la teneur en lipide ont été effectué.

En regard de nos résultats, on peut conclure que le choix de la source de carbone
dépond de ce qu’on veut obtenir ; biomasse, Chlorophylle «a» ou teneur en lipide. La
supplémentation du milieu de culture Guillard /2 par 3 g/l de peptone a donné des résultats de
croissance et des teneurs en chlorophylle «a » trés intéressants. Par contre, pour produire

beaucoup de lipide on peut utiliser du peptone a 2 g/l ou du bicarbonate a 1 g/I.

Les sources de carbone telle que le glucose, le peptone ...etc, présentent un coflit assez
élevé ne permettant pas d'atteindre une production rentable en biocarburants. La recherche de
sources alternatives de carbone organique bon marché (les déchets industriels) est donc une

nécessité.
Mots clé :

Microalgue, lipide, Nannochloropsis gaditana, carbone, peptone, glucose.
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Introduction

I/ Introduction

Actuellement, le probleme du réchauffement climatique ainsi que les craintes de
I’épuisement des ressources pétrolicres sont des préoccupations majeures mondiales. Le
changement climatique est en partie attribué¢ a I’accumulation des gaz a effet de serre due
principalement aux émissions de gaz comme le gaz carbonique (CO2), associées a
I’utilisation des combustibles fossiles qui représentent aujourd’hui 88% de la consommation

énergétique mondiale (Rodolfi et al., 2009).

Face a cet avenir annoncé et a la dépendance de la société actuelle aux combustibles
fossiles, des efforts de recherches ont été lances dans le domaine des énergies renouvelables
afin notamment de développer des biocarburants alternatifs et renouvelables ayant le potentiel
de remplacer tout ou partie les combustibles fossiles. Initialement, il a été envisagé de
produire des biocombustibles (bioéthanol et dérivés chimiques des huiles) a partir de
ressources agricoles. Toutefois, I’application au domaine de 1’énergiec améne a une production
massive au détriment de 1’alimentation humaine. Ceci a mené a lancer des recherches pour
développer des carburants dits de deuxiéme génération (biomasse ligno-cellulosique) et de

troisieme génération faisant appel a I’usage des microalgues.

Les microalgues sont une source importante en biomasse, ce sont des microorganismes
photosynthétiques qui attirent 1’attention des scientifiques et des industriels en raison de leurs
nombreuses potentialitésb (Michaud, 2016). La principale concerne la production des
métabolites d’intérét thérapeutique ou industriel tels les acides gras polyinsaturés a grande
chaine (AGPI), les pigments, les polysaccharides, les vitamines ou divers composés
biologiquement actifs. Mais les microalgues peuvent aussi étre utilisées pour la protection de
I’environnement en utilisant leur capacité a fixer le dioxyde de carbone et certains métaux
lourds lors de leur croissance (traitement des eaux usées, réduction des gaz a effet de serre) et
a produire de 1’énergie sans dégagement de gaz a effet de serre (production de biofuel)

(Michaud, 2016).

Pour croitre, ces microalgues ont de nombreux besoins, les facteurs physiques les plus
importants sont une source d'énergie, généralement la lumiere et une température optimale. Et
les facteurs chimiques sont la concentration disponible en dioxyde de carbone et un apport en
macronutriment et en oligo-éléments. Les microalgues ont la capacité de pouvoir réagir a un

changement de leur environnement en modifiant leurs voies métaboliques. En effet, en
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fonction des conditions du milieu (disponibilité en lumiere, source de carbone, ...), elles vont

pouvoir utiliser différents modes trophiques comme la phototrophie, I'hétérotrophie ou encore
la mixotrophie (Burlew, 1953).

Notre travail vise a optimiser la composition du milieu de culture pour produire le plus de
biomasse possible et donc, plus de lipide, et ceci en :

e Testant différant source de carbone a différentes concentrations ;

e Variant 'intensité et le type de lumiere utilisé.
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11/ Synthese bibliographique
1. Généralités sur les microalgues

1.1. Définition et caractéristiques

Les microalgues sont des organismes microscopiques photosynthétiques unicellulaires ou
pluricellulaires indifférenciés, dont la taille varie de quelques micrometres a une centaine de
micromeétres. Pour les étudier, il est donc nécessaire de les observer au microscope optique ou
électronique (Ville & Champ, 2014). La microalgue est délimitée par une membrane
plasmique, qui contient au sein de leur cytoplasme de nombreux organites nécessaires a leur
fonctionnement et a leur métabolisme (chloroplaste, amyloplaste, oléoplaste, mitochondrie et
noyau) (Sadi, 2012). Elles se trouvent dans les habitats aquatiques, qu’ils soient marins ou

d’eau douce (figure 1).

Figure 1. Différentes formes de microalgues

Leur coloration est due a la coexistence de pigments variés, dont le plus important est la
chlorophylle sous ses trois formes (a, b, et ¢). Cette chlorophylle leur confere la capacité de
synthétiser la matiére organique nécessaire a leur développement a partir de molécules

simples comme le gaz carbonique et I'eau.

Ces microorganismes appartiennent a deux groupes : les eucaryotes et les procaryotes ;
e Les microalgues eucaryotes possedent une structure cellulaire végétale classique
compartimentée, avec ou sans paroi cellulosique, et avec des pigments

photosynthétiques renfermés dans des plastes (Ville & Champ, 2014).



Synthése bibliographique

e Les microalgues procaryotes, appelées aussi cyanobactéries (batteries effectuant la

photosyntheése).

1.2. La photosynthese

Le terme photosynthése signifie littéralement « synthese réalisée a I’aide de 1’énergie
lumineuse ». On désigne donc par ce terme la capacité de certains organismes a assimiler
le carbone inorganique (comme le dioxyde de carbone atmosphérique, ou ses différentes
formes dissoutes pour les organismes aquatiques) a la lumiére pour le convertir en matiére

organique tout en dégageant de 1’oxygene (Taleb, 2015) (figure 2).

Soleil

\ Chloroplaste

" mitochondrie

Aliments:

RESRIRATZO

noyau

Figure 2. La photosynthéses chez les microalgues.

Les microalgues sont des cellules végétales. Leur croissance est ainsi basée sur le méme
principe que la photosynthese des plantes supérieures. Elles ont donc la capacité de se
développer sur milieu entierement minéral. En milieu aqueux, la lumiére leur permet alors de
croitre par absorption des minéraux nécessaires (nitrates, phosphates notamment) et du

carbone inorganique environnant (les différentes formes de carbone dissous) (Taleb, 2015).

Chez ces microorganismes, la photosynthése a lieu dans les chloroplastes, plus
spécifiguement au niveau des membranes des thylacoides a I'interface du lumen et du stroma
ou se trouvent les complexes pigmentaires qui sont a la base du processus photosynthétique
(figure 3). En effet, I’énergie lumineuse est captée par ces pigments et transférée par la suite
aux photosystémes II (PSII) et I (PSI) et qui transforment a leur tour 1’énergie lumineuse

regue en potentiel d’oxydoréduction permettant la synthése des molécules (Taleb, 2015).



Synthése bibliographique
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A
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Figure 3. Schéma d’un chloroplaste en coupe transversale

1.3. Classification des algues

Le terme algue regroupe des individus chlorophylliens vivant essentiellement dans I'eau
et qui ne sont pas des embryophytes et sont tres rarement regroupées en fonction de leur
métabolisme énergétique ou encore en fonction de leur habilité & synthétiser les métabolites
nécessaires, mais plutét en fonction de leurs propriétés morphologiques. Il existe donc
plusieurs classifications taxonmiques différentes de microalgues, mais elles peuvent étre
réparties dans sept embranchements, dont les principales sont les cyanophycées, les
chrysophycées, les rhodophycées, les euglenophycées, les chlorophycées, les charophycées et
les phacophycées (Cavalla, 2000).

1.4. Reproduction des microalgues

Tous les organismes vivants passent par divers stades de vie, plus ou moins différents,
avant de revenir a leur état initial. Ce processus est appelé cycle de vie, en raison de son
caractére cyclique ou répetitif. La figure 4 montre le cycle de vie des microalgues qui
comprend généralement des processus de reproduction sexuée et/ou asexuée (Abdennadher,
2014).

1.4.1. Reproduction asexuée

La prolifération microalgale s’effectue principalement par une reproduction asexuée ou
multiplication végétative : une cellule meére se divise alors en deux cellules filles
génétiquement identiques, ce mode de reproduction peut étre divisé en trois types (Claude,
2008) :

e Fragmentation du thalle

e Sporulation
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e Scission binaire.
1.4.2. Reproduction sexuée

Ce mode est le moins fréquent et le plus aléatoire, généralement déclenchée par des
conditions environnementales particuliéres souvent multifactorielles. Au cour de ce mode de
reproduction les gamétes male et femelle fusionnent pour produire un zygote diploide
(Claude, 2008).

Copyright © The McGraw-Hill Companies, Inc. Permission required for reproduction or display.
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Figure 4. Exemple de reproduction sexuee et asexuée chez Chlamydomonas.

Ces gameétes issus de la transformation du contenu d'une cellule fertile, 1’ceuf ou le zygote
formé se développera pour donner un nouvel individu génétiquement différent des parents.
Cet individu diploide, désigné sous le nom de sporophyte produira, dans les sporocystes, par
méiose (réduction du nombre de chromosomes par deux) (Claude, 2008).

2. Mode de culture des microalgues

Une culture d’algue peut étre mise en place suivant deux modes, en batch (discontinu) et
en continu. Ces modes de culture se différencient exclusivement par la régulation des apports
en nutriments réalisée (Jauzein, 2009).
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2.1. Culture en batch

En mode batch (discontinu), tous les éléments essentiels a la croissance de l’algue
(lumiére, azote, phosphore, carbone, micro-éléments) sont apportés au moment de
I’inoculation (Larosiere, 2012). Ce dernier se fait en phase exponenticlle (Melanie, 2009).

La croissance connait différentes phases caractéristiques présentent dans la figure 5.

Phase de latence (1) : au cours de cette phase qui dure de quelques heures a plusieurs
dizaines d’heures, le taux de croissance est trés faible (Chevanton, 2013).

Phase d’accélération (2) : les cellules commencent a se multiplient jusqu’a atteindre leur
taux de croissance maximal, a ce stade les facteurs de croissance n’étant pas limitant
(Chevanton, 2013).

Phase de croissance exponentielle (3): la croissance est exponentielle et est maintenue

constante jusqu’a ce que la composition du milieu ne soit plus optimale (Andersen, 2005).

A

Concentration cellulaire

>
Figure 5. Courbe de croissance théorique de microalgues (Richmond, 2004).

Phase stationnaire (4) : un des éléments du milieu (lumiére, azote, phosphore, carbone,...)
devient limitant, et en conséquence la vitesse de croissance diminue, les quantités de cellules
qui se divisent et qui meurent sont égales, ce qui produit un plateau de croissance. Les lipides
et les glucides peuvent continuer a s’accumuler dans cette phase (Richmond, 2004).

Phase de décroissance (5) : la plupart des cellules ont épuiseé leurs réserves intracellulaires de
composants et elles n’ont plus suffisamment d’énergie a leur disposition pour poursuivre la

maintenance cellulaire et meurent (Richmond, 2004).
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Ces différentes phases ne sont toutefois pas toujours aussi distinctes ; quelque fois

certaines peuvent se raccourcir ou se prolonger les rendant plus difficilement reconnaissables.

2.2.Culture continu

Le mode continu quand a lui correspond a un mode ou la récolte se fait en continu sans
arrét (Melanie, 2009). Le principe repose sur 1’application d’un flux entrant, contenant les
éléments nutritifs, a un systéeme de culture de volume constant contenant les microalgues. Par
conséquent, le flux d’entrée impose au systéme un flux sortant de méme débit correspondant a
la production en biomasse algale (Melanie, 2009). Le but de la culture en continu est de

maintenir la concentration cellulaire stable.

3. Modes de nutrition des microalgues

Le concept algal repose sur le principe de capter et de concentrer des formes
renouvelables diffuses et irrégulieres d’énergie comme le rayonnement solaire ou 1’énergie

chimique de certains rejets en les convertissant en biomasse algale.
3.1. Mode autotrophe

Les microalgues sont largement et principalement connues comme étant des organismes
photoautotrophes (Legrand, 2007), cette autotrophie leur permet d’utiliser 1'eau, les sels
minéraux, une source de carbone inorganique comme le CO; et le HCOs™ et la lumiere du
soleil comme source d’énergie afin de synthétiser leur propre matiére organique par la
photosynthése, le plus souvent appliqué en mode ouvert dans des bassins extérieurs (Cantin,
2010). Des développements sont aussi entrepris pour réaliser des applications en mode fermé

avec des photobioréacteurs (PBR) plus efficaces.

3.2.Mode hétérotrophe

Les microalgues de métabolisme hétérotrophe sont principalement cultivées dans des
bioréacteurs fermés appelés fermenteurs (Sadi, 2012) a 1’abri de la lumiere et avec une
alimentation en sucres, ils sont donc incapables de synthétiser leur propre matiére organique
(Melanie, 2009). Pour assurer leur croissance elles peuvent utiliser I’hydrate de carbone pour
remplacer le rayonnement solaire en tant que source d’énergie pour leur métabolisme (Sadi,
2012).
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3.3. Mode mixotrophe

En plus de ces deux modes de nutrition, il existe aussi des microalgues de métabolisme
mixotrophe pouvant avoir un métabolisme autotrophe, ou encore hétérotrophe. En effet, en
absence d’énergie lumineuse, lorsqu’une source de carbone organique est disponible, le
développement des chloroplastes est inhibé et ces microalgues métabolisent leur énergie en

mode hétérotrophe, le Tableau 1 représente les différents types nutritionnels des microalgues.

Tableau 1. Les différents types nutritionnels des microalgues (Taleb, 2015).

Photo-autotrophe Radiation solaire CO2 seulement
Photo-hétérotrophe Radiation solaire CO, et Carbone organique.
Chemo-autotrophe Composé inorganique CO2
Chemo-hétémtrophe Composé organique Carbone organique

4. Importance des conditions de culture

Une fois les microalgues retenues pour I’expérience, il faut étudier les différents facteurs
qui peuvent affecter leur croissance, et par conséquent leur productivité ou encore 1’obtention
de composés spécifiques (Alain, 2006).

Il existe trois facteurs majoritaires et indispensables déterminants pour la culture de
microalgues : la lumiere, la température, et le pH. D’autres facteurs moins importants seront

aussi a prendre en compte comme ’agitation du milieu (Melanie, 2009).

4.1.La lumieére

La lumicere est la source d’énergie primaire et fondamentale des organismes réalisant la
photosynthése et est par conséquent un facteur écophysiologique tres important pour leur
survie dans un milieu. Elle prend plus d’importance dans nos climats rigoureux : les
photopériodes courtes représentent sept mois par année. Elles deviennent donc un facteur
limitant la croissance des microalgues en milieu ouvert, et ce méme si la température du
milieu de culture est optimisée (Alain, 2006).

La quantité d'énergie arrivant au dessus de la couche atmosphérique correspond a 1370

W/m?. A la surface de la terre cette quantité d’énergie est de 1000 W/m? a midi par jour
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ensoleillé. La quantité d'énergie solaire disponible peut varier en fonction de l'altitude et
principalement des conditions météorologiques relatives a la saison (Melanie, 2009).

Les microalgues vont capter préférentiellement certaines longueurs d’ondes grace a leurs
pigments photosynthétiques. Elles vont surtout absorber les longueurs d’ondes bleues et
rouges. Elles possedent donc un appareil pigmentaire photosynthétique différent
(phycobilisome) leur permettant de capter des longueurs d’ondes particuliéres pour chaque
espéce de microalgue (Melanie, 2009). Les cyanobactéries vivant plusieurs métres en dessous
de I’eau par exemple, regoivent un spectre lumineux différent que celles vivant a la surface de
I’eau. La distribution des microalgues est donc dépendant de leur besoin en lumiére.

Les microalgues exigeant en lumiére (photophiles) se développent a la surface (algues
vertes). Celles ayant besoin de peu de lumiére (sciaphiles) se développent en profondeur, sous
les surplombs ou les autres algues (algues rouges) (figure 6).

Bien qu’essenticlle pour la croissance des algues en photoautotrophie et
photohétérotrophie, I’excés de lumicre peut étre nuisible a partir d’un certain seuil, il y aura
photoinhibition et destruction des cellules (Boileau, 2015).

La photoinhibition est causée par un surplus d’électrons généré par la captation des
rayons solaires, ces derniers vont saturer les récepteurs d’électrons du pigments
Photosynthétique. Comme ces récepteurs agissent comme semi-conducteurs, leur saturation
empéechera donc le passage des électrons d’un pigment chlorophyllien a 1’autre inhibant ainsi

la photosynthese (Alain, 2006).

Specure lumiére solaire
longueur d'onde (nm)

700 600

500 400
& Courbes d'absorption (%)

ALGUES
BRUNES

ALGUES
ROUGES

Figure 6. Repartions des algues selon le captage du spectre lumineux (John, 2015).
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L’augmentation linéaire de la croissance est observée initialement avec 1’augmentation de
I’intensité lumineuse jusqu’a un niveau de saturation qui est spécifique a chaque espéce. Puis
on observe une perte de linéarité jusqu’a recrutement de la totalité des sites collecteurs se
traduisant par une activité photosynthése maximale.

En condition supra-optimale, un phénoméne de stress lié au trop fort éclairement et
appelée photoinhibition est observé entrainant une diminution de 1’activité photosynthése.

4.2. Latempérature

La température est un des principaux facteurs influant sur le taux de croissance des
microalgues, et une variation importante de celle-ci peut affecter les diverses réactions
biochimiques a I’intérieur de la cellule, en modifiant la composition chimique intracellulaire
et la nature des composés présents dans le milieu par la suite. 1l a été démonté que chaque
espéce de microalges a son optimum de température (Taleb, 2015).

4.3. LepH

Comme pour la température, chacune des espéces a son propre pH idéal. La
concentration de CO dans le milieu de culture a un effet important sur le pH, le CO>
réagissant avec 1’eau pour former des ions carbonates CO3 qui en s’hydrolysant vont libérer
des ions OH", ces deux réactions conduisent a une augmentation de pH (alcalinisation), cette
augmentation du pH affecte alors 1’équilibre du systéme carbonaté et vont se produire les
réactions de précipitation des ions phosphates avec les cations métalliques multivalents

(Ca?*, Fe?*, Fe3*, AP*...)), le pH pourrait influencer la croissance des algues (Alain, 2006).
4.4. L’oxygeéne dissous

Dans les milieux aquatiques, I’oxygene est le moteur essentiel a la vie des organismes, il
assure I’oxydation de la matiere organique en faisant intervenir les différents groupements
bactériens et en contribuant donc a ’autoépuration du milieu. L’oxygene est souvent généré
par les algues et les végétaux aquatiques dont 1’activité photosynthétique assure
I’approvisionnement des organismes aquatiques en oxygéne necessaire a leur respiration, il
est apporté également au milieu par ré-aération a partir de I’atmosphére ou par diffusion a
partir d’eaux plus oxygénées. L’oxygeéne dissous est étroitement lié a la température qui

conditionne sa solubilité (Taleb, 2015).

11
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45. Lasalinité

La salinit¢ mesure la concentration d’une eau en sels dissous (chlorure de sodium
(NaCl), chlorure de magnésium, sulfate de magnésium, etc.), une augmentation de la salinité
entraine ’inhibition de [I’activité photosynthétique des algues et par conséquent
I’accroissement de la culture algale, cette salinité est sans unité, mais elle est encore souvent
exprimée en gramme de sel par litre d’eau (g/1), en pour mille ou encore en practical salinity

unit (psu) (Massart et al., 2010).
4.6. L’agitation

L’agitation est un facteur clé dans la culture des microalgues, non seulement pour
¢viter la sédimentation, la photoinhibition, la limitation en nutriment et la stratification
thermique, mais aussi pour accroitre ’efficacité de la conversion de la lumiére (Richmond,
1986). Elle facilite le maintien des algues en suspension et leur exposition temporaire a la
lumiére. C’est surtout sous de faibles intensités lumineuses, au lever et au coucher du soleil,
que I’effet de 1’agitation est marqué (Richmond,1986).

Le mode d’agitation peut étre : manuelle ou électrique par une pompe ou une roue a
aubes L’agitation nocturne continue favorise nettement 1’autoépuration du milieu (Jordan,

1999).
5. L’utilisation des microalgues

Les microalgues peuvent étre utilisées dans de nombreux secteurs en raison de leurs
constituants en acides gras, vitamines, polysaccharides, protéines, pigments,

antioxydants...etc.

5.1. Industries alimentaires

Les algues sont trés utilisées dans l'industrie alimentaire, notamment pour leurs
propriétés €paississantes, gélifiantes et en tant qu'additifs. Les microalgues aussi peuvent étre
utilisees. En effet, celles qui possédent des caroténoides, dont le béta-caroténe ou
I'astaxanthine (par exemple Dunaliella ou Haematocbccus), sont utilisées en tant que colorant
dans divers produits comme les glaces, les jus de fruits, le beurre, la margarine ou encore dans
I’enrobage de tablettes. Egalement, on peut citer I’additif E160a qui peut étre obtenu gréace a

Dunaliella. Les microalgues sont aussi source de vitamines (Ville & champs, 2014).

12
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5.1.1. Alimentation animale

Les microalgues font partie intégrante de la chaine alimentaire aquatique et sont donc
indispensables a la croissance des mollusques bivalves et favorisent celle des jeunes stables
de poissons et de crevettes. De plus, elles représentent la nourriture exclusive des larves de
plusieurs especes de mollusques, crustacées et poissons. Elles apportent les acides gras et les
acides aminés essentiels, le cholestérol et de multiples oligoéléments que les animaux

d’¢élevage aquacoles ne peuvent synthétiser de novo (Alain, 2006).
5.1.2. Engrais

Les microalgues apparaissent également comme de bons fertilisants des sols pauvres
puisqu'elles apportent notamment du potassium, de l'azote, éléments essentiels a la croissance
Végétale. Elles permettent aussi de capturer et de garder I'humidité. Enfin, elles accélérent la
pousse des cultures et les protegent en limitant la prolifération des épiphytes (organismes a
végétaux qui croient et vivent sur d'autres végétaux sans se nourrir a leurs dépens) et des
parasites (Ville & champs, 2014).

5.1.3. Alimentation humaine

Certaines microalgues sont sources de matiere alimentaire a haute valeur nutritive en
vitamines, protéines, sucres et lipides, produits en grande quantité et utilisables par I'hnomme.
Notamment les Diatomées, la Chlorelle et la Spiruline sont consommeées (sous forme de
compléments alimentaires). Ces acides gras tell que les oméga-6 ne sont pas synthétisés chez
I'nomme ni chez les animaux et pourtant ils sont essentiels au bon fonctionnement de
I'organisme. En effet, ils initient les processus inflammatoires essentiels pour lutter contre les

infections, cicatriser des blessures, ou encore permettre la synthése d‘hormones thyroidiennes

(Ville & Champs, 2014).
5.2. Cosmétique

Le potentiel vital des microalgues est une chance pour la cosmétique. En effet, malgre
leurs petites tailles, les microalgues offrent une concentration impressionnante d’actifs
bienfaisants pour I’épiderme. Plusieurs extraits de microalgues se retrouvent déja dans le
marché du cosmétique. Par exemple, I’astaxanthine a été reconnue pour avoir des propriétés
protectrices contre les rayons ultraviolets et elle a été ajoutée a certaines produits. Les

cosmétiques a base de lipides (créames et lotions) peuvent bénéficier d’extraits de micoalgues

13
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pour ses propriétés nutritives et protectrices pour la peau (Pultz & Gross, 2004). De plus, des
extrais de microalgues sont utilisés pour pigmenter les produits cosmétiques (Pultz & Gross,
2004).

5.3. Santé

La mer est sans aucun doute la plus grande pharmacie de la planéte, Sur les 4000
substances déja décrites, 500 ont une activité biologique prouvée : antibiotique, antivirale
(contre le Sida), antiparasitaire et méme anti-tumorale. Mieux comprendre les microalgues
permettra d’élucider certains mécanismes de défenses de nos propres cellules (Pultz & Gross,
2004).

5.4. Energie et environnement

Certaines microalgues ont la capacité de produire de I'nydrogéne grace a des enzymes,
les hydrogénases, lors de la photosynthese. Or cet hydrogene peut étre utilisé comme
biocombustible et ainsi servir de source d'énergie propre et renouvelable (Benzidane et al.,
2017). Les microalgues semblent pouvoir servir dans des usines de traitement d'eaux usées.
En effet, I'addition de microalgues dans des eaux usées ne contenant ni métaux lourds ni
radio-isotopes, peut atténuer les impacts des effluents de ces eaux et des déchets industriels
azotés. De plus, en enlevant de I'azote et du carbone de I'eau. Elles sont également source de
biomatériaux comme I'amidon qui peut servir a la fabrication de plastiques recyclables (Ville
& Champs, 2014).

6. Généralité sur I’espéce étudié : Nannochloropsis gaditana

6.1. Définition

Le genre Nannochloropsis a été décrit pour la premiere fois par (Hibbred, 1998). Il fait
partie de la classe des Enstigmatophyceae et de la famille des monodopsidaceae. Cette
microalgue appartenant surtout au milieu marin, se trouve également dans ’eau douce et

saumatre (figure 7).
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Figure 7. Nannochloropsis gaditana

Le genre Nannochloropsis comprend plusieurs especes : N. oculata, N. gaditana, N.
granulata, N. limnetica, N. Salina et qui été déterminés par une analyse des séquences d’ADN
basée sur I’ADN; 18S et le géne rbcL qui se trouve dans le génome chloroplastique.
Cependant I’é¢tude du génome total de N. salina et N. gaditana par démontre qu’ils seraient
deux souches de la méme espéce vue que la différence entre leur génome est inférieure a
20%.

6.2. La structure de Nannochloropsis sp.

Le genre Nannochloropsis est composé des especes unicellulaires de trés petites taille
environ 2 a 5 um. Ces microorganismes sont des sources de différents pigments comme la
chlorophylle a, la zéaxanthine, la canthaxanthine et 1’astaxanthine. Les espéces ont des formes
trés variable. En effet, les cellules de N. gaditana ont une forme globulaire a ovale alors que

N. salina et N. gaditana ont une forme cylindryque ; N. limnetica et salina n’est pas établie.
6.3.La paroi de Nannochloropsis sp

La paroi cellulaire de Nannochloropsis gaditana est constituée d’une structure bicouche
composée d’une paroi intérieure cellulosique (75% de bilan de masse) protégée par une

couche hydrophobe algaenan externe.
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111/ Matériels et méthodes

1. Matériel biologique :

Notre travail porte sur la microlague Nannochloropsis gatinata. Cette souche provient
du Laboratoire d’Aquaculture et de Bioremédiation (AquaBior) du département de
Biotechnologie a I'université d’Oran 1 Ahmed BenBella.

2. Systeme de culture

Le systéeme de culture a été installé au niveau du laboratoire de Biochimie 2 au
département de Sciences de la Nature et de la Vie. Pour la réalisation de ce systeme nous
avons utilisé une armoire de deux étages. Chaque étage est équipé de 4 néons de lumiere
blanche artificielle LED d’une intensité de 24 W. Tous I’intéricure a ét¢ couvert par du

papier Aluminium pour permettre aux rayons lumineux de circulé toute au tour (figure 8).

Figure 8. Chambre de culture

Une photopériode de 18 h d’illumination et de 6 h d’obscurité a été maintenue a 1’aide
d’un programmeur de temps ou était branché les néons pendant toute la durée des

expériences.
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Figure 9. Programmeur de temps

L’agitation des cultures est assurée par un systéme de bullage d’air. Ce dernier est
constitué par des oxygénateurs équipés d’un filtre (0,45 pwm) pour éviter toute contamination

par Pair (figurel0). La température de la chambre de culture était entre 22 et 24°C.

Figure 10. Oxygénateur.

3. Milieu de culture
3.1.Echantillonnage de I’eau de mer

L’eau de mer utilisée dans notre expérience provient de la plage de Kharouba (figurell).
Un échantillon de 10 litre a été rempli dans un géricane en plastique de 10 litre, ce dernier a

été emmené au niveau du laboratoire de Biochimie 2 pour étre utilisé par la suite.
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Figure 11. Site de prélevement (kharouba)

3.2.Traitement de ’eau

L'eau de mer doit étre traitée pour éliminer les matiéres en suspension, les contaminants
et les organismes pour répondre aux normes de qualité fixées pour une bonne croissance des
microalgues.

Une fois I’eau de mer arrivée au laboratoire, il a été filtré a 1’aide d’un papier Whatman
(1) pour éliminer toutes les matiéres en suspension. L’eau filtrée a ét€¢ mis dans des flacons
de 250 ml qui vont servir de photobioréacteur pour la culture des microalgues.

Apres le remplissage des flacons, nous avons procédé a I’autoclavage figurel2 de ’eau
dans le but d’¢liminer tous ce qui est vivant comme les microalgues, les bacteries, les

zooplanctons...etc).

Figure 12. Autoclave
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3.3. Préparation du milieu Guillard f/2

Le milieu de culture utilisé dans ce travail est celui de Guillard /2 (Guillard &Ryther
1962). Les préparations sont faites pour 1 litre d’eau de mer suivant la composition décrite par

I’auteur (tableau 2) :

Tableau 2. Composition du milieu Guiallrd (Guillard &Ryther 1962).

Volume Composé Concentration de la solution stock
(sterile)
1 ml NaNOs 75 g/l
8,82.10*M
1mil NaH2 PO4 5,65 g/l
3,62.10° M
1ml Métaux traces e NA2EDTA: 4,16 g/l
e FeCI3.6H20: 3,15 g/l
e CuSO4.5H20:0,01 ¢/l
e ZnS04.7H20 : 0,022 g/l
e CoCI2.6H20: 0,01 g/l
e MnCI2.4H20 : 0,18 g/l
e Na2Mo04.2H20 : 0,006 g/l
0,5mi Vitamine e Vitamine B12
e Vitamine B1

Pour la préparation des solutions stocks nous avons utilisé¢ de I’eau distillée. Le milieu
de culture préparé est autoclavé a 120°C pendant une période de 20 min, le milieu est ensuite

conservé a 1’abri de la lumiére a température ambiante.

Figure 13. Les solutions meres du milieu Guillard f/2.
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4. Conditions de travail

Avant chaque mise en culture des conditions de travail doivent étre respectées, car les
techniques exigent beaucoup de soins. Le travail doit s’effectuer dans une zone stérile a
proximité du bec Benzen (figurel4), la flamme est produite par un brdleur a gaz, elle crée
autour d’elle une sphere stérile grace a la chaleur qu’elle dégage (20 cm de diametre). Il est

alors possible de travailler en conditions stériles dans cette sphéere.

Figure 14. Conditions de travail au bec Benzen.

5. Préparation de la culture méere (préculture)

Pour le lancement des parameétres de 1’étude, et afin de faire I’inoculation a partir d’une
culture jeune, on a réalisé une préculture de 7 jours dans les conditions précédemment citées.
La culture est faite en triplicatas dans des flacons de 500 ml a un volume final de 350 ml
(figurel5).

Figure 15. Culture mere
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6. Plans d’expériences

6.1. Influence de la source de carbone

Pour I’étude de I’effet de la supplémentation du milieu de culture Guillard /2 par

différentes sources de carbone, nous avons testés 4 produits: Glucose, Bicarbonate de

sodium, Peptone et lactosérum. Au bous de 7 jours de préculture, 20 ml de cette derniere a été

repiqué dans 150 ml de milieu de culture stérile contenant une source de carbone a différentes

concentrations Tableau3, le suivi de la culture a été effectué pendant une période de 7 jours.

Le plan des expériences est représenté dans le tableau 3 :

Tableau 3. Concentration en carbone des 4 expériences étudié

Expérience

Sources de

carbone

Concentrations

testé

Condition de culture

Glucose

v

09/l
19/
29/l
39/l

Bicarbonate

09/l
19/l
29/l
39/l

Peptone

09/l
19/l
29/l
39/l

Lactosérum

AN N N N Y N N N N N N N N NN

09/l

3,39/
6,6 g/l
10 g/l

e Milieu Guillard f/2.

e Photoperiode :

18h illumination :6h obscurité.

e Intensité lumineuse 24 W.
e Salinité 34,6 %

Pour la préparation du lactosérum nous avons mélangé 1 litre de lait avec un pot de

yaourt nature. Le melange a été laisse pendant 4 a 5 jours a température ambiante jusqu'a la

formation d’un lactosérum a la surface.
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6.2.Influence du carbone et de I’intensité lumineuse

Au cours de cette expérience, nous avons soumis la culture de Nannochloropsis a 4
différents modes de luminosité :
v Obscurité (pendant 24h)
v Lumiére du jour (12h illumination /12h obscurité) a une intensité variable.
v" Néon LED (18h illumination / 6h obscurité) a une intensité de 12 W.
v" Néon LED (18h illumination / 6h obscurité) a une intensité de 24 W.

Cette expérience a été effectué avec et sans supplémentation en bicarbonate comme

source de carbone. Le suivi de la culture a été effectué pendant une période de 7 jours.

7. Suivie de la croissance cellulaire

7.1.La densité optique (DO)

I s’agit d’une méthode de mesure indirecte de la biomasse. La mesure & 750 nm indique
la turbidité d’une solution microalgale ce qui permet une estimation de la concentration en
biomasse. Celle —ci est effectuée quotidiennement et une seule foi par jour par un
Spectrophotométre visible de (6715 UV / Vis Spectrophometer JENWAY) (figurel6).

T - —————

_m

—
| |
- ‘\ :
E |

Figure 16. Spectrophotométre

7.2.Le comptage des cellules algales

Le comptage dans les réacteurs permet le suivi de 1’évolution en nombre des
microalgues présentes en solution. Le comptage se fait a I’ceil nu a 1’aide d’un microscope
(grossissement x40), en utilisant une lame gravée (cellule de Malassez) (figurel7). Le

principe est de compter le nombre de microalgues emprisonnées dans une surface et une
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épaisseur bien précise de la cellule, limitée par le gravage. Une dilution de la solution est

nécessaire si les microalgues sont trop encombrées et difficile & compter.

0,200mm :
Tiefe Malassez
Depth
Profondeur
&
H H ‘\
0,0025mm? SERMANY

Figure 17. Cellule de malassez

La concentration cellulaire (cellules/ml) est calculée en utilisant I’équation suivante :

nombre de cellules comptées

Nc = . =
nombres de carrés pris en compte x 1075

8. Détermination de la concentration de la chlorophylle « a » totaux :

Le contenu en chlorophylle « a » est déterminé par une méthode spectrophotométrique
(Strickland & Parsons, 1968). Ainsi, un volume noté V1 de la culture est mélangé a un
volume V2 convenable de méthanol (99.8%) pendant une durée minimale de 30 minutes et
maximale de 3 heures, a température ambiante (figurel8). Par la suite, les débris cellulaires

sont précipités et séparés par centrifugation pendant 15 minutes a 3000 tpm (figurel8).
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-
.,'

C D

Figurel8. Les étapes d’extraction de la chllorophylle « a »

La couleur blanche du culot est un moyen de vérification que 1’extraction est complete.
L’absorbance du surnageant contenant les pigments dissous dans le méthanol est mesurée a

différentes longueurs d’onde (652 et 665 nm) au spectrophotometre.

- —

-w

Figurel9. Vérification de I’extraction de la chlorophylle « a ».
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Ces absorbances notées Aes2 et Ases sont finalement utilisées pour calculer les concentrations

de la chlorophylle a via 1’équations de (Ritchie, 2006) pour les chlorophylles :

[Chl-a] (ug/ml) = [-8.0962% Ags, + 16.5169% Aggs | * Vo 171 Vi1
g, 65 665

Avec |-1 la profondeur optique de la cuve exprimée en cm.

Figure20. Echantillons de chlorophylle « a » prét pour la mesure au

spectrophotométre.

9. Détermination de la concentration des lipides :

Divers essais, concernant notamment les quantités de matiere et les volumes de solvants
utilisés, nous ont conduits a adopter le protocole suivant :

Environ 150 ml de culture est centrifugé a 4000 tpm pendant 10 minute, le culot est
mis en suspension dans un volume de 10 ml de méthanol et de 5 ml de chloroforme dans les
proportions (2:1 / (v : v) méthanol: chloroforme) selon la méthode de (Bligh & Dyer, 1959)
(figure21). On agite pendant 2 min et aprés centrifugation (10 min, 4000 tours), le surnageant
est récupéré a l'aide d'une pipette pasteur dans un ballon de verre de 50 ml préalablement

séche et pesé.
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e I, los . 3] =4 4! | el |
[ »l%“ % — < __l' ", Qr w
- W = : - - -

A B

C D
Figure 21. Les différentes étapes pour déterminé le taux de chlorophylle « a »

La phase organique est ensuite prélevée et évaporée a 50°C a I’aide d’un évaporateur

rotatif en appel rotavapeur de la marque BUCHI (figure 22).

Figure 22. Rotavapeur

La pesée du ballon contenant 1’extrait lipidique apres évaporation du solvant et a vide

permet de calculer la teneur en lipides exprimée en (g) selon I’équation suivante :
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Lipide (g) = Poids du ballon contenant I’extrait - Poids du ballon vide

Avant Apres

Figure 23. Les étapes pour déterminé le poids des lipides

10. Analyse des résultats

Pour chaque expérience, les statistiques descriptives (moyenne) sont utilisées pour

décrire I’ensemble des résultats.
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IVV/ Résultats et Discussion
1. La morphologie de Nannochloropsis gaditana

Au cours de toute la période d’expérimentation, I’observation microscopique nous

permet d’obtenir la morphologie présentée dans la figure 24 :

Figure 24. Observation microscopique des cellules de Nannochloropsis gaditana.

2. Influence de la source et de la concentration du carbone
2.1.Supplémentation en glucose

2.1.1. Lacoloration de la culture

La figure 25 montre 1’évolution de la croissance par la couleur de N. gaditana cultivé

dans 4 concentrations différentes de glucose (0, 1, 2 et 3 g/l).

Figure 25. Effet du glucose sur la coloration de la culture
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On peut remarquer qu’apres 7 jours de culture, la couleur change en fonction du taux de
glucose utilisé. Les concentrations de 2 et 4 g/l présentent une couleur verte plus prononcé
que pour les concentrations 1 et 3 g/l.

2.1.2. Dénombrement des cellules

Le comptage dans les réacteurs permet le suivi I’évolution en nombre des microalgues
présentes en solution. Les résultats des différentes concentrations sont exprimés dans la

Figure 26.

A partir de cette figure 26 on peut remarquer que le nombre de cellules de J1 jusqu’a
J5 augmente pour tous les concentrations du glucose. Le nombre de microalgues cultivés dans
du glucose a let 3 g/l a chuté a J6, mais pour les microalgues cultivées dans une concentration
en glucose de 0 et 2 g/, on remarque une augmentation jusqu’a atteindre un nombre de

250.10° et 350.10° cellules/ml.

Nombre de cellules X 10°
350
300
250
Glucose 3g/I
200
Glucose 2g/I
150 Glucose 1g/
100 Glucose 0g/l
50
0
J1 J2 J3 Ja J5 J6 17

JOURS

Figure 26. Effet de glucose sur le nombre de cellule

2.1.3. Densité optique

La densité optique mesurée par un spectrophotometre est une méthode de mesure

indirecte de la biomasse.

Les mesures réalisées sur les 4 jours permettent de montrer une augmentation de la

densité optique jusqu’a atteindre la valeur de DO maximale de 1,45 pour la concentration en
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glucose de 2 g/l. Aprés le J4 on remarque la diminution de la densité optique pour les
concentrations 3 et 1 g/l, mais la densité optique des microalgues cultivés a 0 g/l de glucose
continu a augmenté en fonction du temps pour atteindre 1,34.

Densité optique

1,6

1,4
—4— Glucose 3g/I

1,2
—f— Glucose 2g/I

1
—— Glucose 1g/I

0,8
Glucose 0g/I

0,6

0,4

0,2

0

J1 J2 J3 J4 J5 J6 17
JOURS

Figure 27. Effet de glucose sur I’évolution de la densité optique
2.1.4. Taux de Chlorophylle « a »

La figure 28 montre qu’a J7, la concentration en chlorophylle « a » chez le groupe de
microalgue cultivé a une concentration de 0 g/l est la plus élevé (3,80 pug/ml) contrairement au

cultures a des concentration de glucose de 1, 2 et 3 g/l.

ug/ml
4,00
3,50
3,00
2,50 M Glucose 3g/I
2,00 M Glucose 2g/I
B Glucose 1g/I
1,50 g/
Glucose 0g/I
1,00
0,50 I
0,00 Jours
J7

11

Figure 28. Effet du glucose sur la concentration de la chlorophylle « a ».
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2.2.Supplémentation en bicarbonate

2.2.1. Lacoloration de la culture

La figure 29 montre 1’évolution de la croissance par la couleur de N. gaditana cultivé
dans 4 concentrations différentes de bicarbonate (0, 1, 2 et 3 g/l). On peut remarquer qu’apres
7 jours de culture, I’intensité de la verdure des microalgues est pareille chez toutes les

cultures.

Figure 29. Effet du bicarbonate sur la coloration des cultures

2.2.2. Dénombrement des cellules

Les résultats de la culture des microalgues a différentes concentrations en bicarbonate

sont exprimés dans la figure 30.

Nombre de cellules X 103
350
“
/
300 / _
—&— Bicarbonate 3g/I
250
——Bicarbonate 2g/I
200
y ——Bicarbonate 1g/I

150
Bicarbonate Og/I
100

50 Jours
= 4

T - T [ S [ V'
Figure 30. Effet de bicarbonate sur le nombre des cellules
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Selon le résultat exposé dans la figure 30, on peut remarquer une progression du nombre
cellulaire dans chaque concentration de bicarbonate de J1 jusqu’a J6. Aprés J6 on observe une
diminution du nombre de cellule dans les concentrations 2 et 3g/l, mais chez les microalgues
cultivés a 0 et 1 g/l de bicarbonate, le nombre augmente avec le temps pour atteindre 325.10°

cellules/ml.
2.2.3. Densité optique

La figure 31 montre une progression de la densité optique de J1 a J7 pour toutes les
cultures pour atteindre une valeur maximale de 1,51 chez les microalgue cultivées a 0 g/l de
bicarbonate et une valeur minimale de 1,31 chez les microalgues cultivées dans une

concentration de 3 g/l de bicarbonate.

Densité optique
1,6
1,4
1,2
1 Bicarbonate 3g/I
Bicarbonate 2g/I
0,8 g/
Bicarbonate 1g/I
0,6
Bicarbonate 0g/|
0,4
0,2
0
J1 J2 J3 Ja J5 J6 J7

Figure 31. Effet de bicarbonate sur la densité optique

2.2.4. Taux de Chlorophylle « a »

Les résultats du taux de chlorophylle « a » aprés 7J de culture montre que les valeurs de
la chlorophylle « a » chez les especes cultivés a des concentration de 1 et 0 g/l de bicarbonate

plus élevé que chez les espéces cultivés a des concentration de 2 et 3 g/l de bicarbonate.
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ug/ml’

4,50
M Bicarbonate 3g/I
4,00

3,50 M Bicarbonate 2g/I
3,00 m Bicarbonate 1g/I
2,50
Bicarbonate 0g/|
2,00
1,50
1,00
0,00

J1 J7

JOURS

Figure 32. Effet de bicarbonate sur le taux de chlorophylle « a ».

2.3.Supplémentation en peptone

2.3.1. La coloration de la culture

La coloration de différentes concentrations de peptone de J1 a J7 sont exprimés dans la
figure 33. On peut remarquer que la couleur de la culture supplémentée en peptone (1, 2 et
3g/1) est beaucoup plus verte que la culture avec 0 g/l de peptone.

J1

Figure 33. Effet de bicarbonate sur la coloration de culture

2.3.2. Dénombrement des cellules

Le résultat de la figure 34 montre une augmentation progressive du nombre de cellules
de microalges en fonction du temps. On peut dire que 1’augmentation du nombre des cellules

microalgale est directement proportionnelle a la concentration de peptone.
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Nombre de cellules X 10°
700
600
500

—&— Peptone 3g/|

400 —f— Peptone 2g/|

300 Peptone 1g/I
200 Peptone 0g/I
100 JOURS

0

Figure 34. Effet de peptone sur le nombre de cellule
2.3.3. Densité optique

Selon les résultats exposés dans la figure 35 on peut remarquer que la densité optique
augmente chaque jour pour atteindre, une valeur de 2,80 chez les especes cultivées dans 2 et 3

g/l de peptone en comparaison avec notre témoin (0 g/l) qui atteint une valeur de 1,43.

Densité optique
3
2,5
2
—&— Peptone 3g/I
15 —— Peptone 2g/I
Peptone 1g/|
1 Peptone Og/|
0,5
i
0
J1 J2 J3 J4 J5 J6 17

JOURS

Figure 35. Effet de peptone sur la densité optique
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2.3.4. Taux de Chlorophylle « a »

D’aprés les résultats exposés sur la figure 36, On peut dire que I’augmentation de la

concentration en chlorophylle « a » chez les micoalgues est proportionnelle a la concentration

en peptone.
ug/ml
25,00
20,00
15,00 B Peptone 3g/I
M Peptone 2g/|
10,00 H Peptone 1g/I
Peptone Og/|
5,00
oo N
J1 J7
JOURS

Figure 36. Effet de peptone sur le taux de chlorophylle « a »

2.4.Supplémentation en Lactosérum

2.4.1. La coloration de la culture

La figure 37 montre 1’évolution de la croissance par la couleur de N. gaditana cultivé
dans 4 concentrations différentes de lactosérum (0, 4, 7, 10 et 13 %).

Figure 37. Effet du lactosérum sur la coloration des cultures
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On peut remarquer qu’apres 7 jours de culture, la couleur change en fonction du taux de
lactosérum utilisé. La concentration de 13 % présente une couleur verte plus prononcé que

pour les concentrations 4, 7 et 10 %.
2.4.2. Taux de Chlorophylle « a »

Les résultats du taux de chlorophylle « a » des différentes concentrations sont exprimés

dans la figure 38.

On peut noter que le taux de chlorophylle chez les algues cultivées sans supplémentation en
lactosérum est plus important (4,43 ug/ml) que lorsqu’on ajoute du lactosérum comme source

de carbone (glucose).

ug/ml
5,00

’ M Lactésérum 13%
4,50
400 M Lactésérum 10%
3,50 Lactésérum 7%
3,00
250 Lactésérum 4%

,5
2,00 M Lactésérum 0%
1,50
1,00
0,50
0,00

J1 J3 J5 17

JOURS

Figure38. Effet de lactosérum sur le taux de chlorophylle « a »

3. Influence de la lumiere
3.1.Sans source de carbone

3.1.1. Lacoloration de la culture

La figure 39 montre I’évolution de la croissance par la couleur de N. gaditana cultivé dans 4
intensités de lumiere sans source de carbone (obscurité, lumiere du jour, 12 W et 24 W). On
remarque qu’a J7 la couleur des microalgues est devenu brunatre pour tous les modes de

culture.
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Figure 39. Effet de la lumiere sur coloration de la culture

3.2.Avec source de carbone (Bicarbonate)

3.2.1. Lacoloration de la culture

La figure 40 montre 1’évolution de la croissance par la couleur de N. gaditana cultivé
dans 4 intensités de lumiere sans source de carbone (obscurité, lumiere du jour, 12 W et 24
W). D’apres la figure suivante nous pouvant constater que les cellules cultivées dans
I’obscurité ne présentent aucune couleur contrairement aux autres. Les microalgues élevées a

une intensité de 12 W sont devenus plus verte que celle de 24 W.

Figure 40. Effet de lumiére sur la coloration de culture avec source de carbone

3.2.2. Dénombrement des cellules

A partir de la figure 41 on observe que le nombre de microalgue cultivé a I’obscurité
n’augmente pas contrairement aux autres cultures qui augmentent en fonction du temps a

partir du deuxiéme jour. A 12 W le nombre de cellule atteint une valeur maximale de 410.10°
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Nombre de cellules X 105

450
400
350
300
250
200
150
100
50
0

=—&— Obscurité
== Lumiere du jour
LED 12 W
LED 24W

J1 J2 J3 Ja J5 16

JOURS

Figure 41. Effet de la lumiére sur le nombre de cellule

3.2.3. Densité optique

Les mesures de DO réalisées sont démontrées sur la figure 42. Les résultats montrent

une augmentation progressive de la densité optique des micoalgues cultivées a la lumiére du

jour, 24 et 12 W, mais a I’obscurité la densité optique diminue en fonction du temps.

Densité optique
1,2
1
> il
08 [ —&— Obscurité
06 —— Lumiére du jour
LED12 W
04 LED 24W
0,2
o W 7 M ¢ ¢——o——  JOURS
J1 )2 )3 14 J5 16 17

Figure 42. Effet de lumiére sur la densité optique
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3.2.4. Taux de Chlorophylle « a »

La mesure du taux de chlorophylle «a» en fonction de I’intensité lumineuse est

illustrée dans la figure 43.

Le résultat montre une grande différence dans le taux de chlorophylle entre J1 et J7 des
microalgues cultivé a la lumiére du jour (8,40 ug/ml), alors que le taux de chlorophylle « a »

chez les algues cultivés a I’obscurité est beaucoup moins important (0,98 ug/ml).

ug/ml

9

8

7

6 Obscurité

5 Lumiére du jour
4 LED 12 W

3 LED 24W

J1 17
JOURS

Figure 43. Effet de la lumiere sur le taux de chlorophylle « a »

4. Lateneur en lipide

4.1.Influence de la source et de la concentration du carbone

La figure 44 représente le taux de lipide chez les espéces cultivés dans des milieux de
culture supplémenté en glucose, en bicarbonate et peptone aprés 7 jours de culture. On
remarque que le taux de lipide chez les espéces cultivé dans un milieu riche en peptone (2 g/l)
et en bicarbonate (1 g/l) est plus importants que leurs témoins avec des valeurs de 0,051 et
0,048 g/150 ml de culture respectivement. Pour les especes cultivées dans un milieu enrichi

en glucose, la teneur maximale en lipide est de 0,034 avec une concentration de 2 g/I.
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g lipide/ 150 ml

0,06

0,05

0,04 | 3g/l
| 2g/l

0,03 M 1g/l
 0g/l

0,02

0,01

Glucose Bicarbonate Peptone

Figure 44. Effet de source de carbone sur le taux de lipide
4.2.Influence de la lumiere

Selon la figure suivante, on constate que les individus cultivés a I’aide des lampes LED
12 W donnent des teneurs lipidiques maximale de 0,03 g/150 ml de culture contrairement a la

culture effectuée a 1’obscurité.

g lipide/ 150 ml

0,03
0,025
0,02
0,015
0,01

0,005 l
0

Obscurité Lumiére du jour LED 12 W LED 24W

Figure 45. Effet de la lumiere sur le taux de lipide.
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V/ Discussion

Les microalgues peuvent avoir un métabolisme autotrophe ou hétérotrophe. Les
microalgues de métabolisme autotrophe utilisent le carbone inorganique, principalement le

CO2 comme source de carbone et la lumi¢re comme source d’énergie, alors que les

microalgues de metabolisme hétérotrophe doivent utiliser du carbone organique comme

source de carbone et d’énergie (Stevenson et al., 1996).

Dans ce présent travail nous avons testé I’effet de la supplémentation du milieu de
culture Guillard /2 en carbone organique (glucose) et en carbone inorganique (bicarbonate et

peptone) sur la croissance et le pouvoir d’accumulation des lipides.

Le glucose est la source de carbone organique la plus fréeguemment utilisée en laboratoire
dans les cultures mixotrophes des microalgues. En effet, Il a été prouvé plusieurs fois que le
glucose (CeH120¢) est une des sources de carbone organique aisément assimilable par les
algues (Michaud, 2016). Il pénétre dans la cellule par transport actif via la protéine

transmembranaire HUP1 (Hallmann & Sumper, 1996).

Apreés enrichissement du milieu en glucose (0, 1, 2 et 3 g/l), nous avons remarqué que
la croissance est meilleur lorsque on utilise le milieu Guillard f/2 standard. Aprés 7 jours de
culture le nombre de cellules, la densité et le taux de chlorophylle « a », sont plus important
chez la Nannochloropsis gaditana cultivée a 0 g/l de glucose comparé aux autres cultures
supplémentés en 1, 2 et 3 g/l de glucose. Ceci peut étres du a une contamination bactérienne.
Le glucose est la source de carbone indispensable a la croissance des bactéries donc si le
milieu est riche en glucose on risque d’avoir une contamination, alors dans ce cas un
phénomeéne de compétition entre les microalgue et les bactéries peut étre observé (Kamjunke
et al., 2008).

L’¢étude de I’effet de la supplémentation du milieu de culture en bicarbonate (0, 1, 2 et 3
g/l) sur la croissance de Nannochloropsis gaditana, a démontré que 1’usage d’un milieu
enrichi en bicarbonate a différentes concentrations, donne des résultats de croissance
pratiquement similaire au culture qui ne sont pas additionné de bicarbonate. Donc on peut dire
que le bicarbonate n’a aucun effet sur la croissance de Nannochloropsis gaditana. Les
travaux de White et al. (2013) sont en faveur de cette hypothese. En effet, ils ont observé

qu’aprés supplémentation du milieu en bicarbonate chez 1’espéce Nannochloropsis salina, le
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taux de croissance ne changé pas significativement entre les concentrations en bicarbonate de
0, 1 et 2 g/l. par contre ils ont constaté que la teneur en chlorophylle « a » doublé quand ont
additionné le milieu en bicarbonate, alors que dans notre expérience, la culture dans un milieu

standard donné de meilleurs résultats.

Apres supplémentation du milieu en peptone a différentes concentration (1, 2 et 3 g/l)
nous avons directement remarqué une croissance beaucoup plus importante que chez les
cultures non additionnées et cela, dés le 4éme jours. En effet, le nombre de cellules chez les
cultures enrichies en peptone a 3 g/l a atteint une valeur de 653.10° cellules/ml contrairement
au culture sans peptone (369.10° cellules/ml). D’aprés ces résultats, On peut remarquer que la
croissance a presque doublé. Ces résultats remarquables peuvent étres explique pars la double
fonction du peptone. En effet, les cellules de microalgue utilisent ce dernier, non seulement
comme une source de carbone mais surtout comme une source d’azote. Selon Attrassi et al.
(2007), le peptone est une source d’azote trés facilement dégradable par les microorganismes
et ceci parce que c’est une source organique. La taux de chlorophylle « a» a atteint des
concentrations 5 fois plus importante (23,41 ug/ml) chez les cultures contenant 3 g/l de

peptone que chez les culture non additionné en peptone (4,43 pg/ml).

Lors de notre travail nous avons essayé de valoriser les déchets des industries laitieres
en utilisant le lactosérum qui résulte de la production de lait caillé et de camembert. Ce
dernier, représente une source de carbone organique non négligeable car il est trés riche en

glucose (Bergeron, 2014).

Nous avons testé 5 concentrations de lactosérum (0, 4, 7, 10 et 13 %). Aprés 7 jours
d’expérience, la couleur des cultures montre que 1’usage du lactosérum comme source de
carbone donne de meilleur résultats que chez le témoin (sans lactosérum). Nous n’avons pas
présenté les résultats du comptage et de la densité optique car les valeurs étaient faussées par
la présence de bactérie lactique du lactosérum. La concentration de la chlorophylle « a » est
plus importante chez les microalgues cultivées dans un milieu sans lactosérum (4,43 ug/ml)
comparais aux autres cultures supplémentés en lactosérum. Ces résultats ont été constaté par
plusieurs chercheurs, en effet, d’aprés Perez- Garcia et al. (2011) et Michaud (2016), 1‘ajout
de glucose au milieu de culture de Chlorella vulgaris induit plusieurs changements

métaboliques tels que, la diminution du contenu cellulaire en chlorophylle.

Pour I’é¢tude de I’effet de la lumineuse sur le mécanisme d’absorption du carbone, et
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donc, sur la croissance de Nannochlorpsis gaditana, nous avons testés 4 intensités
lumineuse (culture a I’obscurité, a la lumiére du jour, avec des lampes LED de 12 W et 24 W)
sans ou avec une source de carbone (bicarbonate). L’expérience des différant intensité
lumineuse sans supplémentation en source de carbone a échoué, car la culture mére utilisé
pour I’ensemencement était contaminée par des bactérie, c’est ce qui explique la couleur

brunatre dans les photobioréacteur.

Les résultats lorsque on a additionné le milieu en bicarbonate, montre que la croissance
est pratiguement nul chez les microalgues cultivées en hétérotrophie (Sans lumiére).
Contrairement au cultures realisé a la lumiére du jour, les microalgues cultivé a I’aide d’une
lumiére artificielle LED donne de meilleur résultat. L’intensité lumineuse qui a donné la
meilleure croissance est celle de 24 W (400.10° cellules/ml). En effet, d’aprés Cheirsilp et son
équipe, un apport plus important en lumiére va stimuler la photosynthese et donc stimuler la
croissance de la biomasse algale (Cheirsilp et al., 2012). 1l existe des contradictions sur I'effet
de la lumiére dans la littérature. Certains auteurs comme Martinez et son équipe soutiennent
qu'une augmentation de I'intensité lumineuse n'influe pas sur le développement de la biomasse
de Chlorella pyrenoidosa (Martinez et al., 2014). Alors que dautres soulignent une
augmentation de la biomasse suite a un apport de lumiére plus important sur leurs cultures de

Chlorelia sp. et C. prothecoides (Cheirsilp et al., 2012) .

La quantification des lipides a été réalisé a la fin de chaque expérience, les résultats
montrent que la teneur en lipide chez les microalgue cultivées dans un milieu enrichi a 3 g/l
de peptone est plus importante que chez les autres cultures. Ceci pourrait étre expliqué, entre
autres, par le fait que le peptone a donné la meilleur croissance, donc le nombre important de
cellule a fait que le taux de lipide soit important, un résultat similaire a été constaté par Ren et
al. (2013) chez Scenedesmus sp. La culture supplémentée en bicarbonate a 1 g/l, a donné des
valeurs en lipide plus élevé que pour les autres concentrations en bicarbonate, ce résultat est
en desaccord avec les résultats de White et al. (2013), qui a montré que la teneur en lipide est
plus importante dans les cultures supplémentées avec 2 g/l de bicarbonate chez Tetraselmis

suecica and Nannochloropsis salina.

43



Conclusion



Conclusion

VI1/ Conclusion

Le but de ce travail était d'évaluer I'influence de la supplémentation de la culture par
différentes sources de carbone sur la productivité en biomasse et en lipide chez 1’espéce

Nannochloropsis gaditana.

En regard de nos résultats, on peut conclure que le choix de la source de carbone
dépond de ce qu’on veut obtenir ; biomasse, Chlorophylle «a» ou teneur en lipide. La
supplémentation du milieu de culture Guillard /2 par 3 g/l de peptone a donné des résultats de
croissance et des teneurs en chlorophylle «a » trés intéressants. Par contre, pour produire
beaucoup de lipide on peut utiliser du peptone a 2 g/l ou du bicarbonate a 1 g/I.

Bien qu’il a été prouvé plusieurs fois que le glucose (CeH1206) est une des sources de
carbone organique aisement assimilable par les algues, les milieux de culture contenant ce
dernier sont sujet a des contaminations, donc la manipulation doit étre effectué sous bec

Benzen en travaillant dans des conditions d’asepsie strict.

Les sources de carbone telle que le glucose, le peptone ...etc, présentent un colit assez
élevé ne permettant pas d'atteindre une production rentable en biocarburants. La recherche de
sources alternatives de carbone organique bon marché (les déchets industriels) est donc une

nécessité.
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