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Résumé  
Les diatomées (Bacillariophyta) sont des algues unicellulaires capables de synthétiser naturellement divers 

biocomposants de grande valeur pour l’exploitation humaine. Parmi eux, on retrouve d’une part un 

pigment, la fucoxanthine, doté de propriétés antioxydantes, antitumorales, ou encore anti-

inflammatoires. D’autre part, des acides gras polyinsaturés de la famille des oméga-3, dont l’acide 

eicosapentaénoïque (EPA), utilisé dans des compléments alimentaires et connu pour ses bienfaits dans la 

prévention des maladies coronariennes. Á l’heure actuelle, l’EPA est essentiellement extrait d’huile de 

poissons dits « gras », alors que la fucoxanthine provient principalement  d’algues brunes marines. 

Cependant, la surpêche occasionnant des problèmes environnementaux et les algues brunes, 

généralement cultivées en extérieur, présentant une concentration biomassique en fucoxanthine faible et 

des conditions de culture difficilement contrôlables, les chercheurs se sont tournés vers l’étude 

d’alternatives et les diatomées marines ont été largement étudiées comme candidates pour la production 

de ces composés. Celles-ci, bien que bonnes productrices d’EPA et de fucoxanthine, possèdent néanmoins 

quelques désavantages dont, principalement, la composition de leur milieu. En effet, la réalisation  des 

milieux marins est coûteuse et laborieuse, notamment, à cause des problèmes de corrosion et de 

cristallisation du sel. Les chercheurs ont donc judicieusement porté leur attention sur l’étude des 

diatomées d’eau douce.  

C’est donc dans ce contexte que s’inscrit ce mémoire en faisant suite à une étude préliminaire publiée par 

Gérin et al. [91]. sur la mise au point d’un milieu amélioré pour la culture de diatomées d’eau douce, le 

FDMed. Nous avons donc utilisé les résultats obtenus pour chercher à améliorer la production d’EPA et de 

fucoxanthine produits par Sellaphora minima, isolée préalablement par le laboratoire de bioénergétique 

de l’ULiège. Pour ce faire, nous avons analysé l’effet d’un air enrichi en CO2 (2% v/v) ainsi que différentes 

compositions et concentrations en tampon dans le milieu sur la croissance et la production d’EPA et de 

fucoxanthine de la diatomée d’eau douce en autotrophie. Nous avons constaté que l’enrichissement de 

l’air avec 2% en CO2 permet d’accélérer fortement la production de biomasse et d’augmenter la 

concentration volumique maximale d’EPA et de fucoxanthine chez S. minima. L’étude de l’effet des 

tampons a révélé que certains d’entre eux ont un effet inhibiteur de la croissance cellulaire et une 

diminution de la productivité d’EPA et de fucoxanthine.  

Ce mémoire apporte donc des pistes pour l’optimisation des conditions de culture de Sellaphora minima 

qui pourraient placer la diatomée d’eau douce comme une candidate potentielle pour la production à 

grande échelle d’EPA et de fucoxanthine 
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1. Introduction 
1.1. Les diatomées : généralités  

Les diatomées ou Bacillariophyta sont un 

embranchement de microalgues 

unicellulaires individuelles ou coloniales, 

marines ou dulcicoles, et pouvant être aussi 

bien benthiques que planctoniques [1]. Elles 

sont caractérisées par le fait que ce sont les 

seuls organismes à être dotés d’un 

squelette externe composé de silice 

amorphe recouvrant totalement la cellule, 

nommé frustule. La nomenclature se base 

d’ailleurs notamment sur l’architecture de 

cette enveloppe pour en définir l’espèce 

[2]. Le frustule est composé de deux 

thèques emboitées l’une dans l’autre selon un axe de symétrie précis. Les diatomées sont ainsi divisées en 

deux groupes et sont dites centriques ou centrales (ordre des Biddulphiales), ou pennées (ordre des 

Bacillariales), selon qu’elles soient agencée par rapport à un axe de symétrie radial, ou bilatéral [2](Fig. 1). 

Les deux groupes basés sur des critères morphologiques sont toutefois des groupes paraphylétiques [3]. 

Puisque la plupart des diatomées sont photoautotrophes, la frustule est composée de fins pores 

permettant les échanges gazeux avec l’extérieur afin d’assurer le fonctionnement de l’appareil 

photosynthétique situé au sein de ses chloroplastes. Le motif de ces pores est généralement propre à 

l’espèce et peut donc être aussi utilisé comme base pour la classification [4].  

1.1.1.  Morphologie de l’enveloppe  

Les deux thèques, éléments principaux du frustule, s’emboîtent l’une dans l’autre pour former une 

« boîte » comprenant deux thèques : l’hypothèque (« fond ») et l’épithèque (« couvercle »)(Fig. 2). 

Chaque thèque est elle-même composée de deux éléments, la valve et le cingulum, pouvant être reliés 

entre eux par le manteau. On parlera alors d’épivalve ou hypovalve et d’épicingulum ou hypocingulum, 

selon qu’on retrouve l’élément sur l’épithèque ou sur l’hypothèque [2]. Le cingulum, partie basse de la 

thèque dirigée vers l’intérieur, est formé d’une couche siliceuse pouvant être agencée de manière plus ou 

FIGURE 1 : VARIÉTÉ DES FRUSTULES DE DIATOMÉES. ON DISTINGUE AINSI LES 

CENTRALES, PENNÉES (OU PENNALES) À RAPHÉ OU PENNÉES À PSEUDO-RAPHÉ. 
« MANUEL DE MICROPALÉONTOLOGIE », ALEXANDRE LETHIERS. 
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moins complexe selon les espèces [5,6]. La valve quant à elle constitue la partie haute de la thèque dont 

la surface est dirigée vers l’extérieur, composée également en grande partie de silice [7].  

1.1.2.  Locomotion  

Une grande partie des diatomées de 

l’ordre des Bacillariales possède une 

fente, appelée raphé, parcourant une 

seule ou les deux valves sur une 

longueur variable et lui permettant de 

sécréter une substance mucilagineuse 

utile à sa locomotion [8,9]. Le 

mécanisme exact permettant un 

mouvement des diatomées pennées, 

généralement constaté en direction de 

la lumière, n’est pas encore totalement 

compris. Il semblerait cependant qu’il 

s’agit d’une adhérence au substrat du mucilage qui serait sécrété à travers le raphé dans la direction 

opposée au mouvement, leur permettant ainsi de « glisser » [9]. Á l’inverse, les diatomées dites centrales 

ne possédant par conséquent pas de raphé, sont incapables de locomotion sur un substrat [2]. Il arrive 

toutefois que les gamètes mâles de ces dernières soient dotés d’un flagelle leur permettant de se déplacer 

en direction d’un gamète femelle dans un contexte de reproduction sexuée [10,11].  

1.1.3. Reproduction  

Le mécanisme de reproduction de ces microalgues est le plus souvent asexué et basé sur la scissiparité, on 

parle alors de reproduction végétative. Chez les diatomées il y a de particulier que chaque cellule fille 

conserve une des deux thèques, tandis que l’autre est renouvelée, ce qui amène à un dimorphisme au 

niveau de la taille des cellules filles. Alors que celle héritant de l’épithèque conserve la taille de la diatomée 

mère, l’autre, conservant l’hypothèque, sera un peu plus petite [11,12](Fig. 3). Lors de la division, les deux 

futures hypocingulum se forment juste avant la division du noyau et du cytoplasme, suivi par les deux 

futures hypovalves déjà totalement silicifiées. Une fois les deux nouvelles thèques formées et agencées 

en frustules, les cellules filles peuvent se séparer [12,13]. Il arrive toutefois que les cellules néoformées 

restent agrégées chez les espèces formant des colonies [13].   

FIGURE 2 : STRUCTURE CELLULAIRE DE LA DIATOMÉE PENNÉE PINNULARIA VIRIDIS 

: A. FRUSTULE VUE DU DESSUS, B. FRUSTULE EN SECTION SAGITTALE, C. FRUSTULE 

EN SECTION TRANSVERSALE. TIRÉ D’UN ARTICLE DE NEELESH, T SUR 

BIOLOGYDISCUSSION.COM 
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La reproduction asexuée des diatomées, bien qu’efficace sur le court terme, présente néanmoins une faille 

l’obligeant à avoir recours à un moment donné à une reproduction sexuée. En effet, puisque la taille de 

l’une des cellules fille est toujours de plus en plus réduite au fur et à mesure des générations, on aboutit 

à un moment donné à une certaine limite de dimension ne permettant plus la reproduction végétative, 

avoisinant les 30% de la taille initiale [10]. En vue de recréer une nouvelle génération présentant une taille 

normale, les microalgues ont recours à la reproduction sexuée entre deux individus. Dans le cas des 

diatomées centrales, certaines cellules se différencient en gamètes femelles passifs, tandis que d’autres 

de différencient en gamètes mâles flagellés. Le flagelle leur permet de se mouvoir et ainsi s’introduire dans 

les diatomées gamètes femelles [10,12]. Chez les diatomées pennées le processus est un peu différent 

puisque la fécondation se fait par cystogamie. Á l’aide du mucilage qu’elles sont capable de sécréter, deux 

cellules vont dans un premier temps adhérer entre elles suite à quoi l’une va évoluer en gamète mâle (sans 

flagelle cette fois), alors que l’autre deviendra un gamète femelle. Une fois les rôles déterminés, les cellules 

vont dans un second temps fusionner pour aboutir à la formation du zygote. Le résultat de la fusion des 

gamètes se termine dans tous les cas par l’apparition d’une cellule fille premièrement appelée auxospore. 

Cet auxospore va s’entourer d’une épaisse paroi mucilagineuse et gagner une taille assez importante avant 

de sécréter les constituants du nouveau frustule et ainsi redevenir une diatomée de taille originelle 

[10,13,14]. 

Il est également possible d’observer chez de 

nombreuses espèces de diatomées, aussi bien 

pennées que centrales, la formation de spores 

(appelés hypnospores) lorsque les conditions 

environnementales leur sont défavorables. 

Ceux-ci leur permettent de rester en dormance 

plusieurs semaines durant. Ces spores peuvent 

se former au sein même du frustule, qui pourra 

par la suite être réinvesti si les conditions 

extérieures s’améliorent, ou bien devra être 

resynthétisé [14].  

1.1.4. Ecophysiologie  

On estime que l’ensemble des diatomées est responsable à lui seul de 40% de la production primaire des 

océans et représente le plus grand groupe d’algues du phytoplancton marin [15]. Cela place les diatomées 

FIGURE 3 : DIAGRAMME DE LA DIVISION CELLULAIRE CHEZ LES DIATOMÉES 

REPRÉSENTANT LA RÉDUCTION DE TAILLE DANS LES GÉNÉRATIONS 

SUCCESSIVES À L’EXCEPTION D’UNE SEULE (À L’EXTRÊME GAUCHE). LES 

VALVES D’UNE MÊME COULEUR SONT DE TAILLE IDENTIQUE. 
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à la base de la chaîne alimentaire de nombreuses espèces animales. Par ailleurs, elles sont à l’origine d’une 

part importante de l’absorption du CO2 atmosphérique. Les chiffres exacts ne sont pas connus mais on 

estime qu’elles fixent près de la moitié du dioxyde de carbone atmosphérique [15]. On leur attribue en 

outre un rôle majeur dans le cycle biogéochimique du silicium dans les mers du globe de par leur 

métabolisme grandement basé sur leurs besoins en silice [15,16]. De plus, contrairement aux algues vertes 

et aux plantes supérieures, les diatomées possèdent un cycle ornithine-urée permettant la fixation de 

carbone inorganique sur des composés azotés. Ce processus essentiel à leur croissance est une de leur 

contribution à la productivité dans les écosystèmes marin [17]. D’un point de vue écophysiologique, les 

diatomées sont un excellent bioindicateur de la qualité des cours d’eau utilisé en routine dans de 

nombreux endroit du globe [18–20]. Á titre d’exemple, lorsque la pollution liée aux engrais chimiques et 

pesticides est trop élevée, celle-ci a tendance à modifier et appauvrir la diversité des populations de 

diatomées. En conséquence, les principales espèces affectées par les changements des populations de 

diatomées sont les dinoflagellés qui s’en nourrissent, mais également les vertébrés et invertébrés 

aquatiques au-dessus de la chaine alimentaire [19,21,22].  

1.1.5.  Applications commerciales 

Les diatomées font beaucoup parler d’elles également 

pour leurs nombreuses applications commerciales et 

industrielles. On les utilise pour la production de 

biodiesel, de produits pharmaceutiques, de 

compléments alimentaires, de diverses biomolécules 

ou encore pour leur silice d’une pureté d’un peu plus de 90% [23].  

En effet, ces organismes sont riches en composés bioactifs, dont le naviculan étudié pour ses activités 

antivirales [24], l’acide domoïque qui est un acide aminé neuroexcitateur [25] et une synthèse importante 

d’adénosine, utilisée pour son activité cytotoxique et inhibitrice de l’activité plaquettaire [26].  En outre, 

les diatomées synthétisent de nombreux pigments et lipides intéressants pour leur exploitation par 

l’homme, pour lesquels la biosynthèse peut être partiellement régulée artificiellement en jouant sur les 

conditions de cultures ou par modification génétique de certaines voies métaboliques. A titre d’exemple 

FIGURE 4 : CULTURE À CIEL OUVERT D’ODONTELLA AURITA 

(DIATOMÉE MARINE, IMAGE DANS LE COIN SUPÉRIEUR GAUCHE) À 

BOUIN (VENDÉE) DE LA SOCIÉTÉ INNOVALG: PRODUCTION 

D’INGRÉDIENTS ALIMENTAIRES ENRICHIS EN EPA/DHA (OMEGA-3). 
IMAGE TIRÉE DU SITE BIOENERGIE-PROMOTION.FR  



 

 
7 

 

chez la diatomées marine Phaeodactylum tricornutum, la surexpression de la Δ5 désaturase endogène 

mène à une accumulation de l’EPA, acide gras de la classe des oméga-3 connu pour avoir divers bénéfices 

pour la santé notamment en tant qu’anti-inflammatoire ou stimulateur de l’activité neuronale [27]. Un 

autre exemple met en évidence la biosynthèse accrue par la diatomée marine Odontella aurita d’une 

molécule antitumorale et antioxydante, la fucoxanthine, à l’aide d’une faible intensité lumineuse et d’une 

concentration optimale en azote dans le milieu de culture [28]. 

1.2. La photosynthèse  

1.2.1. Généralités  

La photosynthèse est un processus métabolique retrouvé chez de nombreux être vivants visant à 

transformer l’énergie fournie par la lumière sous forme de photons en énergie chimique assimilable par 

l’organisme. Cette énergie permet la transformation d’éléments simples (du dioxyde de carbone et de 

l’eau) en éléments complexes, les glucides. L’ensemble des réactions menant à la formation de ces glucides 

est réalisable grâce à la réduction du NADP+ en NADPH et à la production d’énergie sous forme d’ATP. Ces 

réactions dépendent elles-mêmes de la photolyse de l’eau, couplée à un dégagement d’oxygène. 

L’équation bilan de la photosynthèse se présente comme suit : 6CO2 + 12H2O + lumière -> C6H12O6 + 6O2 + 

6H2O. La photolyse de l’eau permet l’arrachement de 24 électrons qui permettront la réduction de 6 

molécules de CO2 en une molécule d’hexose (C6H12O6). 

Elle a lieu, chez les organismes eucaryotes, dans les thylakoïdes, eux-mêmes situés dans le stroma des 

chloroplastes. Le chloroplaste est un organite intracytoplasmique renfermant le stroma (sorte de 

cytoplasme chloroplastique). Les thylakoïdes forment un réseau membranaire complexe autour du lumen. 

Ils sont disposés les uns par rapport aux autres sous forme de sacs aplatit pouvant être libres, ou empilés, 

formant ainsi ce qu’on appelle communément un granum. C’est dans leur membrane que se trouvent les 

pigments photosynthétiques agencés en antennes collectrices assurant la collecte de l’énergie lumineuse. 

La photosynthèse oxygénique, retrouvée chez les plantes, les algues, et les cyanobactéries, est composée 

de deux phases distinctes. La phase claire, dépendante de l’énergie lumineuse et se déroulant précisément 

dans la membrane des thylakoïdes, et la phase sombre (cycle de Calvin), prenant place dans le stroma du 

chloroplaste. 
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1.2.2. Utilisation du CO2 par les microalgues  

Le cycle de Calvin  

Le cycle de Calvin est constitué d’une série de réactions biochimiques impliquant l’ATP et le NADPH créés 

pendant la phase claire de la photosynthèse (phase photochimique) amenant à la formation de 

glycéraldéhyde-3-phosphate à partir de CO2 et d’eau (Fig. 5). Le cycle débute par une étape de 

carboxylation menant à la formation de deux molécules de 3-phosphoglycérate (3C) à partir de ribulose-

1,5-biphosphate (5C) auquel sont adjoints une molécule de CO2 et une molécule d’eau par le complexe 

enzymatique RubisCO. En présence d’ATP le 3-phosphoglycérate va être phosphorylé pour mener à la 

formation de 1,3-biphospholycérate (3C), qui sous l’action réductrice du NADPH sera réduit en 

glycéraldéhyde 3-phosphate (3C). Cette étape de réduction permet la libération d’un phosphate 

inorganique et d’une molécule de NADP+ qui pourra être réduite à nouveau par la ferrédoxine durant la 

phase claire. La dernière étape est la régénération du cycle dans laquelle le glycéraldéhyde 3-phosphate 

sous l’action de diverses enzymes va être transformé en ribulose 5-phosphate, qui lui-même regagnera un 

phosphate grâce à l’ATP pour reformer le ribulose 1,5-biphosphate de départ. Environ une molécule de 

glycéraldéhyde 3-phosphate sur six est utilisée pour la synthèse d’amidon ou de saccharose, tandis que 

les 5 autres participeront à la régénération du ribulose biphosphate.  

FIGURE 5 : PRINCIPALES ÉTAPES DU CYCLE DE CALVIN (BOYER, 2009. D’APRÈS MAZLIAK, 1974) 
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La régulation du cycle de Calvin se fait essentiellement au départ de la RubisCO. Ce complexe enzymatique 

requiert en effet un pH alcalin (pH 8 environ), une molécule de CO2 (autre que le substrat), un atome de 

Mg2+, et une enzyme particulière (la RubisCO activase) pour être activée. Le transport d’électrons de la 

phase claire crée un gradient électrochimique de part et d’autre de la membrane thylakoïdale suite au 

pompage de protons. Ceux-ci ont pour effet de diminuer le pH dans le lumen, et à augmenter celui du 

stroma où se trouve la RubisCO. Le pH alcalin du stroma va avoir tendance à attirer depuis le lumen du 

thylakoïde vers le stroma chloroplastique tout un panel de cations désireux de compenser la différence de 

charge ainsi créée. Parmi ceux-ci on retrouve les ions Mg2+ indispensables au fonctionnement de la 

RubisCO. A ce stade, la RubisCO activase peut permettre la libération du ribulose-1,5-diphoshate alors lié 

à la RubisCO inactive qui pourra s’activer au contact de CO2. Il est important de garder à l’esprit qu’une 

augmentation de la concentration en CO2 mène à une augmentation de l’activité de la RubisCO, et par 

conséquent à une production accrue des métabolites dérivés du cycle de Calvin (review de Hügler et 

Sievert [29], et de Jensen et al. [30]). 

Cultures de microalgues et fixation du carbone 

Le taux de fixation du CO2 atmosphérique va donc dépendre de l’activité du cycle de Calvin, lui-même 

régulé par le taux de NADPH et d’ATP dans le stroma du chloroplaste issus de l’activité de l’appareil 

photosynthétique durant la phase photochimique de la photosynthèse. Cet ensemble de réactions 

amenant à la production de sucres, il est directement corrélé avec la croissance et la division de la 

microalgue. En début de culture la concentration en CO2 dissous d’origine atmosphérique est 

généralement suffisante, si bien que c’est la lumière (donc la production d’ATP et de NADPH) qui sera le 

facteur limitant le taux de fixation du CO2 et donc la croissance. Cependant la densité cellulaire va 

rapidement augmenter, et si suffisamment de nutriments sont encore présents dans le milieu de culture 

(nitrates, phosphates, etc..), les algues vont entrer en compétition pour le CO2 dissous, qui deviendra alors 

le facteur limitant la croissance plutôt que la lumière.  

Une solution pour pallier à ce problème est de leur fournir un air avec un taux de CO2 supérieur à la 

normale atmosphérique, menant à des rendements de productivité biomassique accrus. C’est alors que la 

lumière redevient le facteur limitant. Instinctivement on aurait tendance à penser qu’augmenter l’apport 

de lumière permettrait aux microalgues de fixer de grandes concentrations en CO2 et améliorer d’autant 

plus leur croissance, mais ce n’est pas si simple. Outre les problèmes liés au stress oxydatif que cela peut 

engendrer, au fur et à mesure que la densité cellulaire augmente, un phénomène écran se met en place 

et en moyenne moins de lumière parvient aux algues. Le trajet de la lumière dans une culture d’algue est 
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un phénomène très complexe à modéliser puisque la pénétration des photons dans le milieu est régie par 

des phénomènes optiques tels que l’absorption, la diffraction, la diffusion, eux-mêmes dépendants de la 

longueur d’onde incidente (review de Zhao et Su [31]). 

Culture des diatomées sous air enrichi en CO2 à des fins appliquées 

Malgré le fait qu’en théorie un air enrichi en CO2 aurait pour effet d’augmenter la densité cellulaire d’une 

culture de diatomée, et donc probablement augmenterait la production de biocomposants par unité de 

volume, peu d’études ont été menées sur ce sujet. Deux études distinctes portant sur la capacité de 

production d’EPA  pour l’une [32] et de fucoxanthine pour l’autre [28] chez Odontella aurita, conduitent 

en photobioréacteurs avec un air enrichi de 1% de CO2 (v/v), semblent confirmer cette hypothèse. Ces 

résultats sont malgré tout à prendre avec des pincettes. En effet une review de Kunshan et Douglas [33] 

traitant de la réponse physiologique des diatomées marines à des niveaux élevés de CO2 et d’une 

diminution du pH nous montre en fait que les chiffres reportés dans la littérature sont très variables selon 

l’espèce étudiée. Á titre d’exemple, P. tricornutum  a montré une augmentation de 16% de sa croissance 

avec adjonction de CO2 selon Gao et al. [34], N. palea une diminution de 67% de sa croissance [35], tandis 

que de d’autres espèces ne semblent pas en être affectées [36,37].  

Au sein du laboratoire de bioénergétique de l’ULiège, un étudiant a réalisé, en 2017, des expériences sur 

l’impact d’un air enrichi en CO2 (5% v/v) sur la croissance et la production de fucoxanthine et d’EPA de la 

diatomée d’eau douce Sellaphora minima, dont il sera question dans ce mémoire. Il avait obtenu comme 

résultats une biomasse plus élevée en fin de phase exponentielle de croissance (de l’ordre de 1,5g.L-1 

contre 1g.L-1 sous air atmosphérique), et par conséquent un contenu en biocomposants plus intéressant 

en termes de masse par unité de volume de culture. Á l’inverse, les contenus en fucoxanthine et EPA en 

termes de mg.DW-1
    (DW, Dry Weight = biomasse sèche) étaient plus bas sous CO2 que sous air. Cela 

permet donc de confirmer que la production accrue de ces biocomposants était seulement due à 

l’augmentation de la biomasse.  Alors que l’adjonction de CO2 a tendance à acidifier le milieu tandis que 

l’activité photosynthétique des microalgues fait plutôt pencher la balance vers une alcalinisation, 

l’étudiant a pu observer une stabilisation du pH aux alentours de 7 justement suite à la supplémentation 

en CO2, ayant pu contribuer à favoriser l’augmentation de la densité cellulaire.  

1.2.3. Pigments photosynthétiques présents chez les diatomées  

Les organismes photosynthétiques sont capables de synthétiser de nombreux pigments divers et variés 

absorbant dans une grande gamme de longueurs d’ondes de la lumière visible. Le profil pigmentaire des 

diatomées est différent de ce que l’on trouve chez la plupart des plantes et algues vertes. La chlorophylle 
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a (Chl a) et la chlorophylle c (Chl c) sont des constituants avec des caroténoïdes, principalement la 

fucoxanthine (Fx), des complexes protéiques à fucoxanthine-chlorophylle (FCP) qui remplacent le 

complexe collecteur de lumière (LHC) des plantes dans le rôle de collecteur de lumière [38]. En revanche 

le β-carotène, la diadinoxanthine et la diatoxanthine (trois autres caroténoïdes) auraient plutôt un rôle 

photoprotecteur avec l’aide de la violaxanthine, l’anthéraxanthine et la zéaxanthine en tant que 

constituants du cycle des xanthophylles [39,40]. 

De manière générale les chlorophylles capturent l’énergie lumineuse provenant des longueurs d’ondes 

aux alentours du bleu et du rouge [41]. Les chlorophylles sont en fait des molécules chélatant un cation de 

magnésium au centre d’un tétrapyrrole cyclique contenant un cinquième anneau isocyclique, 

communément appelé « porphyrine ». Ce macrocycle est relié par une liaison ester à un alcool terpénoÏde 

en C20, le phytol. Ce dernier étant liposoluble, il permet l’ancrage de protéines présentes sur la membrane 

des thylakoïdes [42].  

 

Parmi les différents types de chlorophylles retrouvées chez les microorganismes photosynthétiques, 

seules deux formes ont été observées chez les diatomées, la Chl a et la Chl c [43]. La Chl a, comme dans la 

majorité des organismes photosynthétique, joue un rôle central dans la conversion de l’énergie 

photochimique. La Chl c en revanche, à l’instar de la Chl b chez les plantes supérieures et algues vertes, 

n’est qu’un pigment accessoire qui permet d’élargir le spectre d’absorption de la lumière pour la 

photosynthèse. Les formes les plus abondantes présentes chez les diatomées sont la Chl c1 et la Chl c2. La 

structure particulière de la Chl c en modifie les propriétés d’absorption par rapport aux autres 

chlorophylles, laissant apparaître une bande d’absorption intense dans le bleu contre une bande 

d’absorption réduite dans les tons du rouge [44]. 

FIGURE 6 : SPECTRE D’ABSORPTION DES PRINCIPAUX PIGMENTS 

PHOTOSYNTHÉTIQUES MESURÉS PAR HPLC-DAD CHEZ P. 
TRICORNUTUM. LE SPECTRE REPRÉSENTE L’ABSORBANCE DES 

DIFFÉRENTS PIGMENTS EN FONCTION DE LA LONGUEUR D’ONDE. 
L’ABSORBANCE A ÉTÉ NORMALISÉE À LA LONGUEUR D’ONDE 

MAXIMALE. EN VERT : CHLOROPHYLLE C1 ET C2 (CHL C1 + CHL 

C2) ; EN BORDEAUX : LA FUCOXANTHINE (FX) ; EN BLEU : LA 

CHLOROPHYLLE A (CHL A) ; EN ORANGE : LE Β-CAROTÈNE (Β-CAR). 
REPRIS DE KUCZYNSKA ET AL. (2015). 
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1.3. La fucoxanthine 

1.3.1. Rôle dans l’appareil photosynthétique   

En plus des chlorophylles, on retrouve des caroténoïdes dans l’appareil photosynthétique de nombreux 

organismes. A ce jour plus de 700 types de caroténoïdes ont été identifiés dans la nature [45]. Globalement 

les algues, surtout celles ayant évolué depuis une endosymbiose secondaire, sont capables d’en produire 

une large gamme [43], dont certains sont uniques en leur genre. On recense parmi ceux-ci la péridinine, 

la diadinoxanthine ou encore la fucoxanthine [45]. Ces derniers sont les caroténoïdes principaux 

synthétisés par les diatomées [43,46]. Hormis la péridinine produite par les dinoflagellés, la fucoxanthine 

est le caroténoïde le plus fréquemment rencontré dans les océans, en tant que constituant du complexe 

protéique fucoxanthine-chlorophylle (FCP)  avec la chlorophylle a et la chlorophylle c chez les algues 

brunes et certaines microalgues [43,47]. Ce dernier est très similaire au complexe collecteur de lumière 

(LHC) des Chlorophyceae et des plantes vertes. In vivo, la fucoxanthine absorbe les photons des rayons 

lumineux dans un intervalle de longueur d’onde allant de 500 à 560nm [47], et joue ainsi un rôle d’antenne 

permettant de transférer l’énergie d’excitation aux chlorophylles voisines dans le complexe pigment-

protéine [48]. 
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1.3.2. Biosynthèse de la fucoxanthine 

 

FIGURE 7 : VOIE DE BIOSYNTHÈSE DE LA FUCOXANTHINE ET DE LA DIADINOXANTHINE DEPUIS LE Β-CAROTÈNE CHEZ P. TRICORNUTUM 

PROPOSÉE PAR DAMBEK ET AL. (2012). LE POINT D’INTERSECTION ENTRE DES DEUX PRODUITS TERMINAUX, LA NÉOXANTHINE, EST 

ENCADRÉE D’UN TRAIT POINTILLÉ. LES CADRES DONT LE TRAIT EST CONTINU SCHÉMATISENT LE MÉCHANISME DE FORMATION DE LA LIAISON 

ACÉTYLÉNIQUE, DE LA DOUBLE LIAISON ALLÉNIQUE, ET DE LA FORMATION DU GROUPEMENT CÉTONE EN C8.   

La voie de biosynthèse de la fucoxanthine est en grande partie commune avec celle d’un autre 

caroténoïde, la diadinoxanthine [49]. Beaucoup d’auteurs ont à ce jour proposé différentes voies 

possibles, avec plus ou moins d’étapes manquantes [45,50,51]. L’organisme modèle préférentiellement 

étudié et dont la voie de biosynthèse de la fucoxanthine sera décrite par la suite, est la diatomée marine 

Phaeodactylum tricornutum dont le génome complet a été séquencé par Bowel et al. [52](Fig. 7). La 

fucoxanthine est formée à partir des xanthophylles, eux-mêmes dérivés du β-carotène, dont la voie de 

biosynthèse a totalement été confirmée chez P. tricornutum à l’exception de la ζ-carotène synthase [53]. 

Comme chez de nombreux autres organismes, elle démarre du phytoène dont la production est catalysée 

au départ du géranylgéranyl pyrophosphate par la phytoène synthase. La phytoène désaturase va 

permettre la formation de deux doubles liaisons supplémentaires pour former le ζ-carotène qui sera 

converti par la ζ-carotène désaturase en prolycopène. Ce dernier, dont l’enzyme de conversion n’a pas été 

révélée à ce jour chez la diatomée, va permettre la synthèse de lycopène, lui-même précurseur du β-
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carotène dont la formation est catalysée par la lycopène β-cyclase [50,51,54].  Afin d’aboutir sous l’action 

de la violaxanthine dé-époxydase à la violaxanthine, connue pour être un intermédiaire dans la voie de 

biosynthèse de la fucoxanthine [40], le β-carotène est d’abord converti par la zéaxanthine époxydase en 

zeaxanthine puis en anthéraxanthine par la voie de biosynthèse des xanthophylles [40,55]. La néoxanthine 

synthétisée depuis la violaxanthine par la néoxanthine synthase (une caroténoïde cyclase) constitue le 

point d’intersection pouvant mener à la fois à la fucoxanthine et à la diadinoxanthine [56], dont les 

enzymes de conversion ne sont pas encore identifiées. Cette voie menant dans un premier temps à la 

néoxanthine est commune dans la grande majorité des groupes algaux, y compris les algues vertes et les 

plantes supérieures [47]. La synthèse de diadinoxanthine est catalysée par une seule et unique réaction 

dans laquelle une liaison acétylénique est formée à partir d’une double liaison allénique par élimination 

d’un groupement 5’-OH en eau [53]. Parallèlement, la formation de la fucoxanthine à partir de la 

néoxanthine quant à elle nécessite deux étapes de modification. D’une part la réaction de formation d’une 

cétone en C8 et d’autre part une acétylation du groupement -OH du C3’ [53] qui conclut la formation du 

céto-caroténoïde, la fucoxanthine.  

1.3.3. Applications de la fucoxanthine  

Outre son utilité dans l’appareil photosynthétique de microalgues et algues brunes consommées dans de 

nombreux pays sous la nomination de « wakame », la fucoxanthine a été dernièrement largement étudiée 

pour son pouvoir antioxydant mais également pour ses potentielles applications en médecine curative et 

préventive.  

Lorsqu’ingérée la fucoxanthine, de par sa nature hydrophobe tout comme les autres caténoïdes, est 

absorbée par l’organisme à l’instar des graisses alimentaires au niveau des bordures en brosse des 

entérocytes dans l’intestin grêle. Avant cela dans le tractus gastrointestinal, la fucoxanthine va être 

hydrolysée en fucoxanthinol, à l’aide d’enzymes digestives telles que des lipases ou cholestérol estérases, 

puis absorbée et redirigée vers le foie où elle va être convertie en amarouciaxanthine A [57,58]  

Bien que peu de publications aient été rédigées sur les effets métaboliques de l’amarouciaxanthine A sur 

les cellules cancéreuses, on ressence déjà une large gamme de bénéfices liés à l’administration de 

fucoxanthine et fucoxanthinol pour la prévention de divers cancers dont notamment le cancer du poumon, 

de la prostate, du sein ou encore du colon [59–64]. Une revue de Kumar et al. [65] met en avant tous les 

mécanismes élucidés à ce jour expliquant l’influence anti-tumorale et antiproliférative de la fucoxanthine 

grâce à son action sur de multiples voies métaboliques impliquées notamment dans l’apoptose, l’arrêt du 
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cycle cellulaire, ou encore l’apparition de métastases. L’action du pigment sur la prévention cancéreuse 

peut également être expliquée par ses fonctions anti-angiogéniques [66], menant à un appauvrissement 

en oxygène et nutriments de l’environnement tumoral. Puisque les études sur la toxicité et la mutagénicité 

potentielles sur la souris ont montré que son administration par voie orale ne présentait aucun danger 

[57,67], la fucoxanthine et ses métabolites connus méritent d’être mieux étudiés en vue d’une possible 

exploitation future comme traitement préventif ou thérapeutique contre le cancer. 

Le pigment et ses métabolites semblent avoir également des propriétés anti-inflammatoires. Une étude 

de Kim et al. [68] a démontré in vivo et in vitro une diminution de l’activité inflammatoire causée par les 

LPS chez la souris suite à l’injection préventive de fucoxanthine. Les LPS, provenant de bactéries à Gram 

négatif, sont connus pour induire une forte activité pro-inflammatoire [69]. Les chercheurs précédemment 

cités ont notamment pu prévenir l’apparition d’une uvéite induite artificiellement et constaté une baisse 

importante de la concentration en macrophages, en PGE2, en oxyde nitrique et du facteur de nécrose 

tumorale (TNF-α) dans l’humeur aqueuse. De plus, il a été démontré ultérieurement que la fucoxanthine 

avait une activité inhibitrice significative sur la production de cytokines pro-inflammatoires IL-1β, et IL-6, 

par des macrophages RAW 264.7 in vitro stimulé par la présence de LPS dans le milieu. Ces mêmes 

chercheurs ont montré également une activité réduite de la MAP Kinase et du facteur de transcription NF-

Kβ, deux acteurs principaux dans le processus inflammatoire [70].  

En plus de cela, la fucoxanthine a été étudiée pour ses propriétés anti-obésité, qui proviendraient de sa 

capacité à promouvoir l’expression de la protéine UCP1, connue pour réduire la masse graisseuse 

abdominale [71]. Cette protéine montre une expression accrue et en conséquence un taux de tissus 

adipeux blanc réduit chez les rats et souris dont le régime était complémenté par de la fucoxanthine 

provenant d’une algue brune, Undaria pinnatifida, par rapport au groupe contrôle nourri de glycolipides 

seuls [72].  

Des extraits de fucoxanthine provenant aussi de Undaria punnatifida ont également permis de mettre en 

évidence une réduction du développement de l’hyperglycémie et de l’hyperinsulinisme chez des souris 

diabétiques et obèses [73]. En jouant en amont sur la voie de signalisation de l’insuline, le pigment 

favoriserait l’expression et la translocation du cytosol vers la membrane plasmique des protéines GLUT4, 

transporteur prédominant du glucose dans les muscles squelettiques et le tissu adipeux, permettant ainsi 

de réguler le taux de sucre dans le sang et améliorer la santé de ces rongeurs [74,75].   
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De nombreuses études se sont penchées sur le pouvoir antioxydant de la fucoxanthine provenant aussi 

bien d’algues brunes que de diatomées. Á titre d’exemple, la méthode d’évaluation de la capacité d’une 

molécule antioxydante à réduire le radical chimique DPPH° (2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl) a permis de 

démontrer que la fucoxanthine était le composé actif majoritaire des algues brunes Undaria pinnatifida et 

Hijikia fusiformis [76]. Toujours sur base de la même méthode au DPPH°, il a été démontré que la 

fucoxanthine a un pouvoir d’extinction des radicaux libres en anoxie plus puissant que d’autres 

caroténoïdes tels que le β-carotène, la zéaxanthine, le lycopène et la lutéine [77]. Dans la même lignée, 

l’activité antioxydante de la fucoxanthine provenant de la diatomée marine Odontella aurita a pu être 

démontrée toujours à l’aide du DPPH° radicalaire et avec encore de meilleurs résultats sur le radical 

cationique ABTS (acide 2,2'-azino-bis(3-éthylbenzothiazoline-6-sulphonique)) [28]. En outre, des tests de 

l’activité d’extinction de radicaux hydroxyles mesurés aussi bien par chimiluminescence que par la 

technique ESR (Electron Spin Resonance) ont eux aussi montré la capacité antioxydante de la fucoxanthine, 

et ce en la comparant avec d’autres molécules connues pour ces propriétés comme l’α-tocophérol 

(vitamine E) [78]. 

En plus d’être un pigment de la famille des caroténoïdes utilisé par certaines microalgues et algues brunes 

au niveau des antennes collectrices de lumière pour l’absorption de l’énergie lumineuse et sa conversion 

en énergie chimique, la fucoxanthine a prouvé qu’elle avait des effets thérapeutiques notoires. Tant en 

termes de prévention contre divers types de cancers, de maladies chroniques comme l’obésité ou le 

diabète, que comme antioxydant ou anti-inflammatoire naturel, la fucoxanthine semble bien au fur et à 

mesure des études receler bien des secrets. Bien que les algues brunes contiennent également de la 

fucoxanthine, il s’avère que les diatomées contiennent en terme de mg.g-1 de masse sèche environ quatre 

fois plus que les algues brunes multicellulaires [79]. C’est l’une des raisons pour lesquelles il semble utile 

d’approfondir la recherche sur les diatomées et leurs multiples biocomposants non négligeables pour 

l’activité humaine.    

1.3.4. Méthodes de production de la fucoxanthine à l’heure actuelle et 
rendements 

La production de fucoxanthine à grande échelle est principalement destinée à la production de 

compléments alimentaires réalisés à base d’extraits purifiés d’algues brunes marines (Undaria pinnatifida, 

Laminaria japonica, Nizamuddinia zanardinii, Cystoseira indica). La concentration en fucoxanthine 

répertoriée dans la littérature pour ces espèces est généralement comprise entre 0,1 et 5 mg.gDW-1  [80–

82]. Les diatomées marines ont déjà cependant démontré qu’elles étaient capables de synthétiser des 
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concentrations en fucoxanthine bien plus élevées. Lorsque les conditions de culture sont optimisées, des 

espèces comme Odontella aurita, Nitzschia laevis et Phaeodactylum tricornutum en possèdent un taux 

pouvant aller de 15 à 20mg.gDW 
-1 [28,32,83,84]. 

Les espèces d’algues brunes et aussi de diatomées utilisées actuellement pour leur contenu en 

fucoxanthine étant marines, cela peut poser des problèmes pour leur culture. D’une part en extérieur il 

est quasiment impossible de contrôler les conditions de culture et on peut être sujet à de multiples 

contaminations. D’autre part, bien qu’un fermenteur permette de pallier ces problèmes, la corrosion liée 

à la forte concentration en sels, la cristallisation de ce dernier, et le coût élevé de ce type de milieu peuvent 

compliquer la culture des microalgues marines [85,86].  

Jusqu’ici les diatomées d’eau douce, bien que riches en biocomposants de première importance 

commerciale, ne disposaient pas d’un milieu de culture leur permettant d’atteindre des biomasses 

suffisantes pour que leur exploitation soit sérieusement envisagée. Ces diatomées d’eau douce étaient 

globalement étudiées seulement dans un but écophysiologique notamment comme un indicateur de 

pollution.   

Néanmoins, Gérin et al. [87] ont récemment mis au point un milieu de culture, le FDMed, permettant 

d’atteindre en culture batch des taux de biomasse jusqu’alors insoupçonnés pour une souche de diatomée 

d’eau douce productrice de fucoxanthine, Sellaphora  minima. Grâce à ce nouveau milieu, ils ont pu 

atteindre des biomasses de 1,71 g.L-1 et un contenu en fucoxanthine de 7,6mg.gDW-1 contre 0,37 g.L-1 et 

4,0mg.gDW-1 respectivement pour le milieu optimisé conventionnel, le MCOMBO.  

1.4. L’acide eicosapentaénoïque 

1.4.1. Généralités 

Un autre produit d’une grande importance commerciale, l’acide eicosapentaénoïque (EPA), s’avère être 

dans certains cas synthétisé en grande quantité chez les microalgues et diatomées. L’EPA est un acide gras 

polyinsaturé de la famille des oméga-3, connus pour jouer un important rôle dans la prévention de 

nombreuses maladies chez l’homme.  
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1.4.2. Biosynthèse de l’EPA chez les diatomées   

La voie de biosynthèse des oméga-3 a déjà été décrite chez de nombreux organismes comme les poissons 

gras [88], les plantes supérieures [89], ou encore les cyanobactéries [90]. Chez les diatomées cette voie a 

également été décrite notamment pour les diatomées marines Chaetoceros gracilis [91] et Phaeodactylum 

tricornutum [27] et semble impliquer la même cascade de réactions enzymatiques dans les deux cas. Il 

existe en réalité différentes voies possibles menant à la formation d’EPA chez les diatomées, toutes basées 

sur diverses réactions enzymatiques utilisant comme acide gras primaire l’acide oléique. Il ne sera détaillé 

ici que la voie majoritairement active chez Phaeodactylum tricornutum selon Arao et Yamada  [27], sur 

base d’une article de Domergue et al. [92](Fig. 8).  Chez cette espèce, l’EPA est le plus abondant des acides 

gras polyinsaturés synthétisés [93,94]. 

L’acide oléique (18 :1Δ9), dont l’insaturation sur le 9e 

atome de carbone voit le jour depuis l’acide 

stéarique (18 :0) par une Δ9-désaturase, est le 

précurseur de l’acide linoléique (18 :2Δ9,12), oméga-

6 qui constitue le point de départ des voies de 

biosynthèse des autres acides gras oméga-6 et des 

oméga-3. Malgré la nature oméga-3 de l’EPA, sa 

biosynthèse chez P. tricornutum se poursuit par la 

formation d’un autre oméga-6, l’acide γ-linoléique 

(18 :3Δ6,9,12), suite à l’insaturation de la liaison carbone-carbone en 6e position par une Δ6-désaturase. 

Ensuite l’acide stéaridonique (18 :4Δ6,9,12,15), intermédiaire dans la voie de biosynthèse des oméga-3, va 

subir une désaturation par une ω3-désaturase avant d’être allongé de 2 atomes de carbone du côté de la 

fonction acide carboxylique par une Δ6-élongase amenant à l’acide eicosatétraénoïque (20 :4Δ8,11,14,17). 

Enfin, l’acide eicosapentaénoïque (20 :5Δ5,8,11,14,17) naîtra d’une ultime désaturation médiée par la Δ5-

désaturase. Malgré que nombreuses microalgues utiliseront l’EPA comme  précurseur de l’acide 

docosahexaénoïque (DHA ;  20 :5Δ4,7,10,13,16,19), il semble que ça ne soit pas le cas des diatomées [94].  

FIGURE 8 : VOIE BIOSYNTHÈSE DE L’ACIDE EICOSAPENTAÉNOÏQUE 

DEPUIS L’ACIDE STÉARIQUE (18 :0) CHEZ P. TRICORNUTUM PAR 

DOMERGUE ET AL. (2002). LES VOIES DE BIOSYNTHÈSE CLASSIQUES 

DES Ω6 ET DES Ω3 SONT ENCADRÉES EN GRIS. LES FLÈCHES ET LE 

TEXTE EN GRAS REPRÉSENTENT LA ROUTE LA PLUS ACTIVE SELON 

ARAO ET YAMADA (1994).  
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1.4.3. Applications de l’EPA  

Les acides gras polyinsaturés à longue chaine sont d’un grand intérêt nutritif pour garantir une bonne 

santé chez l’homme et un développement normal chez l’enfant [95,96]. L’importance d’une alimentation 

riche en acides gras de la famille des oméga-3, dont l’EPA fait partie, a été documentée à de nombreuses 

reprises [97]. Alors que la proportion ingérée d’oméga-6 et d’oméga-3 devrait être de 1/1, comme c’est le 

cas pour les mammifères sauvages ou devrait l’être pour l’Homme, le régime alimentaire occidental 

moderne mène à un ratio oméga-6/oméga-3 élevé, de l’ordre de 15-20/1. Ce déséquilibre s’avère être à 

l’origine de nombreux problèmes de santé chez l’adulte, et de croissance chez le nouveau-né et l’embryon 

[97–99].  Outre l’utilité de complément alimentaire que l’on peut attribuer à l’EPA pour abaisser le ratio 

précédemment cité, certaines applications médicales ou pharmaceutiques étudiées lui sont propres.  

Dyerberg et al. [100] avaient déjà rapporté par le passé les effets bénéfiques de l’EPA sur les maladies 

coronariennes en prévenant l’apparition de thrombus et de plaques d’athérome. Ils se sont basés sur la 

prévalence très faible des cas d’infarctus du myocarde chez les Eskimos groenlandais, dont le régime est 

très riche en oméga-3, pour rechercher plus précisément le rôle de l’EPA dans ces bienfaits. Ils ont 

découvert que, contrairement à l’acide oméga-6 eicosatétraénoïque (ETA) qui induit l’agrégation 

plaquettaire dans le plasma sanguin, l’EPA aurait la propriété inverse d’anti-agrégant. Alors que ces deux 

acides gras peuvent être utilisés par les cellules endothéliales pour la synthèse de prostacyclines aux effets 

antithrombotiques (PGI2 et la PGI3 pour l’ETA et l’EPA respectivement), seul l’ETA peut être utilisé par les 

thrombocytes activés (plaquettes) pour la formation d’une cytokine prothrombique, le thromboxane-A2. 

En réalité l’EPA peut également être assimilé par les plaquettes mais mène à la formation d’un 

thromboxane inactif, le thromboxane-A3 [101,102]. Il semblerait donc qu’un régime conséquent en EPA 

pourrait faire pencher la complexe balance homéostatique régulant l’agrégation plaquettaire vers un état 

antithrombotique protégeant de certaines maladies cardiovasculaires.  

De nombreuses études ont également appuyé les effets anti-inflammatoire de l’EPA [103–106]. Á titre 

d’exemple, Mullen et al. [105] ont démontré que des macrophages préalablement cultivés en présence 

d’EPA en concentration de 25mM avaient une activité inflammatoire réduite lorsqu’on les activait avec 

des LPS d’une concentration allant de 0 à 1 mg.mL-1. Les chercheurs ont en effet confirmé que l’EPA génère 

une diminution significative de la sécrétion du facteur de nécrose tumorale TNF-α, tel que décrit 

précédemment [107,108], mais aussi d’autres cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-1β et l’IL-6. En 

outre, ils ont démontré qu’il avait une action inhibitrice sur la voie d’activation du facteur de transcription 

NF-κB impliqué dans de nombreux processus de la réponse immunitaires tel que la phagocytose [109].  
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D’un point de vue neurologique, un apport alimentaire en acides gras oméga-3 polyinsaturés à longue 

chaine a révélé être efficace pour combattre la dépression. En ce sens, une méta-analyse en double 

aveugle a permis de dévoiler l’efficacité de l’EPA dans la diminution des symptômes de la dépression par 

rapport au DHA [110], auquel il est souvent associé notamment dans les compléments alimentaires à base 

d’huile de poisson [88]. Toujours dans le même registre, il a été suggéré qu’un apport en EPA de 1g par 

jour pouvait permettre de diminuer la fréquence d’apparition de la phase dépressive chez des patients 

atteints de troubles bipolaires, tout en diminuant son intensité lorsqu’elle survenait [111,112].  

En plus de contribuer à la baisse du ratio oméga-6/oméga-3 chez l’homme, l’EPA est à même d’apporter à 

la santé humaine des bénéfices qui lui sont propres. Il est donc aisé de comprendre l’intérêt de lui trouver 

des méthodes de production qui seraient facilement réalisables à grande échelle et durables. Les 

diatomées, excellentes productrices d’oméga-3 et cultivables en photobioréacteur, semblent donc avoir 

un avenir prometteur dans l’industrie pharmaceutique et comme productrices de compléments 

alimentaires.  

1.4.4. Méthodes de production de l’EPA à l’heure actuelle et rendements 

Actuellement la source principale d’EPA commerciale est l’huile de certains poissons marins (poissons gras 

comme le saumon, le thon, le maquereau,…)[88]. Cependant en plus du fait que les huiles de poisson sont 

souvent contaminées par des métaux lourds toxiques pour l’homme tel que le méthylmercure, la demande 

croissante en oméga-3 engendre des problèmes de surpêche écologiquement questionnables [113]. C’est 

pourquoi dans les dernières décennies l’attention des scientifiques vers une technique de production de 

l’EPA durable. Plusieurs études rapportent que les microalgues et notamment les diatomées sont des 

productrices efficaces d’oméga-3. On recense par exemple chez les diatomées marines Phaeodactylum 

tricornutum, Nitzschia laevis, Odontella aurita des taux de production d’EPA allant de 10 à 50 mg.gDW-1 

[32,114–117].  

Une fois de plus, l’exploitation se base essentiellement sur des espèces marines malgré les contraintes 

liées à ces conditions de culture. Toujours grâce au milieu FDMed, Gérin et al. [87] ont pourtant montré 

que la tendance pourrait basculer à l’avenir vers la production de biocomposants à partir d’espèces 

d’algues d’eau douce. La souche isolée par le laboratoire de Sellaphora minima avait un contenu en EPA 

de 5,6mg.gDW-1, et ce seulement dans une étude préliminaire où les conditions de culture n’avaient pas 

été optimisées.  
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2. Objectifs du mémoire 
Au vu des contraintes liées à la production de fucoxanthine et d’EPA à l’heure actuelle, il semble 

indispensable de trouver une alternative durable et lucrative d’un point de vue commercial. Les 

microalgues et diatomées marines ont déjà démontré leur capacité à satisfaire la demande grandissante 

pour ces biocomposants, mais la culture en milieu marin restant laborieuse et coûteuse, l’étude d’espèces 

d’eau douce pourrait être prometteuse.  

Ce mémoire faisant suite à l’étude préliminaire de Gérin et al. [87] sur la mise au point d’un milieu amélioré 

pour la culture de diatomées d’eau douce, le FDMed, nous avons utilisé les résultats obtenus alors pour 

tenter d’améliorer la production d’EPA et de fucoxanthine par Sellaphora minima.  

D’une part, nous avons voulu essayer de réguler le pH en modifiant la composition et la concentration du 

tampon présent dans le milieu. C’est en effet l’un des paramètres qui avait le plus été affecté dans les 

résultats de Gérin et al. [87] probablement à cause de l’activité photosynthétique ayant tendance à 

alcaliniser le milieu.  

D’autre part,  bien que la littérature référence des observations très variables à ce sujet selon les espèces 

de diatomées, nous avons voulu tester l’effet d’un air enrichi en CO2 (2% v/v) sur la croissance et la 

production d’EPA et fucoxanthine sur S. minima. Cette expérience ayant déjà été partiellement réalisée 

au laboratoire par un étudiant en stage avec un air enrichi à 5% de CO2 (v/v), nous avons trouvé judicieux 

de comparer les résultats précédemment obtenus en diminuant la concentration en dioxyde de carbone 

tout en prolongeant le temps de culture.  

Les pH et les nutriments en solution ont été prélevés régulièrement et dosés afin d’apprécier les 

changements s’opérant dans la composition du milieu et leur impact sur la croissance cellulaire et la 

production des métabolites d’intérêts. De plus, le profil pigmentaire ainsi que le contenu en acides gras 

ont été évalués au cours du temps, ce qui nous permettra de déterminer si les changements opérés dans 

les conditions de culture auront eu un impact sur la production d’EPA et de fucoxanthine.  

Enfin, les résultats ont été discutés afin de les comparer à la littérature déjà existante sur le sujet, mais 

aussi d’évaluer quelles pourraient être les perspectives d’avenir suite à la réalisation de ce mémoire.   
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3. Matériel et méthode  
3.1. Souche algale  

La souche de Sellaphora minima dont il sera question dans ce mémoire a été isolée par le laboratoire lors 

d’une étude précédente [87]. La souche axénique a été identifiée en amplifiant et en séquençant la sous-

région V4 de l’ARNr 18S selon la méthode de Zimmermann et al. (Amorces PCR D512for 18S et D978rev 

18S)[118].  

3.2. Milieux de culture  

Avant leur mise en culture liquide, les souches ont été maintenues en boîtes de Pétri sur du milieu WC 

solidifié à l’aide d’agar 1,5% sous une faible luminosité constante (50µmolphotons.m-2.s-1) à 25°C. Le milieu 

WC a été préparé tel que décrit par Guillard et Lorenzen [119]. Le milieu FDMed (Fresh Diatom Medium) 

dont la composition est reprise dans le Tableau 1, a été élaboré par Gérin et al. [87] En vue d’une 

amélioration sur la stabilité du pH de ce milieu, deux variations concernant uniquement les tampons 

utilisés ont été élaborées et mises en pratique. L’un des deux milieu ayant déjà été expérimenté au 

laboratoire et qui fera dans ce cas office de contrôle, que l’on nommera FDMed-T,  a été tamponné avec 

du Tris-HCl 10mM à pH 7.5. L’autre milieu FDMed, que l’on nommera FDMed-P, a été tamponné avec à la 

fois du Tris-HCl 20mM et du PIPES 20mM. Ce dernier étant peu soluble dans l’eau, la solution stock de 

200mM a dû être réalisée en dissolvant le PIPES en poudre dans du KOH 5M avant que le pH ne soit ajusté 

à 7.2 avec du HCl 10M. Le milieu ne contenait pas de vitamine ajoutée. Il a été stérilisé par filtration sur 

des membranes de 0.22µm en polyethersulfone (PES)(PALL Corporation) et placé dans des bouteilles en 

polycarbonate autoclavées (121°C ; 15min) au préalable. Le verre peut réagir chimiquement avec la silice 

indispensable au développement des diatomées, c’est pourquoi ont été utilisées ces bouteilles faites d’un 

plastique doté d’une grande résistance thermique, le polycarbonate. Les éléments métalliques en solution  

stock concentrée 5000X et préalablement autoclavée (121°C ; 15min) ont été ajoutés sous hotte à flux 

laminaire après la filtration du milieu. 
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TABLEAU 1 : COMPOSITION DES VARIANTES DU MILIEU FDMED DU GÉRIN ET AL [87]. LA DIFFÉRENCE ENTRE LE FDMED-T ET LE 

FDMED-P RÉSIDE DANS LE TAMPON UTILISÉ POUR STABILISER LE PH DU MILIEU. FDMED-T : TRIS 10MM ; FDMED-P : TRIS 20MM + 

PIPES 20MM 

Composé  Concentration mère 
Volume pour 1L de milieu Concentration finale 

FDMed-T FDMed-P FDMed-T FDMed-P 

Eau distillée  - 750mL 550mL - - 

Tris-HCL pH 7.5 1M 10mL 20mL 10mM 20mM 

PIPES pH 7.2 100mM - 200mL  - 20mM 

NaNO3 1M 5mL 5mM 

Na2SiO3 
4,5M (Merck 

105621)  
1,184mL 5,33mM 

K2HPO4 100mM 3,333mL 0,33mM 

NaHCO3 100mM 20mL 2mM 

H3BO3 1mM 10mL 0,01mM 

CaCl2.2H2O 100mM 2,5mL 0,25mM 

MgSO4.7H2O 100mM  10mL 1mM 

Metals trace 5000X 200µL 1X 

MnCl2.4H2O 900mg.L-1     

CuSO4.5H2O 12,5mg.L-1   

ZnSO4.7H2O 110mg.L-1   

CoCl2.6H2O 50mg.L-1   

NaMoO4.2H2O 31,5mg.L-1   
 

  

Na3VO4 90mg.L-1   
 

  

FeCl3.6H2O 15,75g.L-1   
 

  

Na2EDTA 21,8g.L-1         

La préparation des milieux a été réalisée sous agitation magnétique constante dans un 
Berlin en plastique et selon l’ordre d’ajout décrit ci-dessus. 
Le pH des milieux a été ajusté à 7,5 avec du HCl 1N. 
Le volume de 1L a été obtenu en complétant les volumes mentionnés avec de l’eau 
distillée. 
Le milieu a été stérilisé par filtration sur membrane de 0,22µm en PES avant l’ajout des 
éléments métalliques sous forme de trace préalablement autoclavés à 121°C pendant 
15 minutes. 
Les solutions mères et les milieux sont conservés à température ambiante.  
La concentration molaire des métaux est reprise dans Gérin et al. [87] 
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3.3. Conditions de culture 

Les diatomées ont été cultivées dans des erlenmeyers en polycarbonate contenant 100mL de milieu de 

culture. Elles ont été soumises constamment à une intensité lumineuse de 100µmolphotons.m-2.s-1 (néons 

fluorescents ; Philips TL5 HO 54W/840 (MASTER)), à une température de 25°C ainsi qu’une agitation 

orbitale de 110rpm. Deux des quatre conditions de culture comportaient une atmosphère riche en CO2 à 

hauteur de 2%. La préculture de Sellaphora minima a été inoculée sous hotte à flux laminaire dans du 

FDMed-T à l’aide d’une oëse en plastique stérile, à partir d’une culture en boîte de Pétri sur milieu WC 

solide. Après 14 jours de croissance pour une DO750 de 1,65, 6,25mL de la préculture ont été ajoutés aux 

milieux de culture liquide pour un volume total de 100mL en vue d’obtenir comme concentration de départ 

une DO750 de 0,1. Les deux milieux de cultures dans lesquelles les diatomées ont été inoculées sont d’une 

part le FDMed-T et d’autre part le FDMed-P. En tout, quatre conditions de culture différentes ont pu être 

appréciées, avec trois réplicas biologiques indépendants pour chacune d’elles, pour un total de douze 

erlenmeyers. Pour résumer, il s’agissait soit d’un milieu FDMed-T, soit d’un milieu FDMed-P, avec une 

atmosphère enrichie en CO2, ou non (Tableau 2).  Toutes les cultures ont été stoppées après 15 jours, 

même dans le cas où la phase plateau n’a pas été atteinte (malheureusement la culture a dû être 

interrompue prématurément à cause du début du confinement lors de la pandémie du SARS-CoV2). 

TABLEAU 2 : CONDITIONS DE CULTURE EXPÉRIMENTALES DIVERGEANT D’UNE PART PAR LE TAMPON UTILISÉ POUR LA STABILITÉ DU MILIEU, 

D’AUTRE PART PAR SI L’AIR A ÉTÉ ENRICHI EN CO2. A (BLEU) : FDMED-T (TRIS 10MM) / AIR ; B (ORANGE) : FDMED-P (TRIS 20MM + 

PIPES 20MM) / AIR ; C (JAUNE) FDMED-T (TRIS 10MM) / CO2 2% (V/V) ; D (VERT) FDMED-P (TRIS 20MM + PIPES 20MM) / CO2 

2% (V/V). 
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B

D
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A

C
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3.4. Évaluation de la croissance cellulaire 

L’absorbance des cultures à 750nm a été mesurée quotidiennement au spectrophotomètre UV-visible 

(Ultrospec 1000, Pharmacia Biotech) dans des cuvettes avec un trajet optique de 1 cm pour la 

détermination de la DO750. Des dilutions ont parfois être réalisées afin que les valeurs d’absorbance 

mesurées à 750nm soient comprises entre 0,05 et 0,3 pour garantir la linéarité de la loi de Beer-Lambert. 

Quand la DO750 a atteint une valeur d’absorbance d’environ 2, la concentration en biomasse sèche a été 

déterminée. Cette mesure a permis d’établir un ratio R = biomasse/A750  qui a pu être utilisé pour  convertir 

les valeurs d’absorbance en biomasse sèche durant les 15 jours de culture à l’aide de l’équation suivante :  

𝑅. 𝐴750 (𝑚𝑒𝑠𝑢𝑟é𝑒) = 𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒 𝑠è𝑐ℎ𝑒 (𝑔. 𝐿−1) 

Pour déterminer la concentration en biomasse sèche, 25mL de culture ont été prélevés dans des Falcon™ 

de 50mL. Les échantillons ont été centrifugés à 3000g pendant 3 minutes avant d’être lavés dans de l’eau 

distillée puis centrifugés à nouveau dans les mêmes conditions. L’étape de lavage avait pour but d’éliminer 

les sels et les éventuels produits de sécrétion des algues présents dans le milieu de culture. Le surnageant 

a alors été éliminé et le culot resuspendu dans 1 mL d’eau distillée puis séché à 70°C pendant 24h dans 

une coupelle en aluminium préalablement tarée. Les productivités en termes de biomasse sèche par unité 

de volume et par jour (g.L-1.j-1) ont été calculées de deux manière différentes : soit comme la pente des 

graphiques depuis le jour 0 jusqu’au jour où le taux maximal de biomasse a été atteint ; soit comme le gain 

de biomasse d’un jour par rapport au précédent, et ce tout au long de la culture, selon le calcul suivant :  

𝑉𝑚𝑎𝑥 =  
𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒2(

𝑔

𝐿
)−𝐵𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑒1(

𝑔

𝐿
)

𝐽𝑜𝑢𝑟2−𝐽𝑜𝑢𝑟1
  

3.5. Détermination du contenu et de la productivité en fucoxanthine 

Á partir du premier jour, 2mL de chaque culture ont été prélevés dans des tubes Eppendorf deux fois par 

semaine avant d’être centrifugés à 16000g pendant 4 minutes et de stocker le culot d’algues à -20°C.  Ils 

ont ensuite été décongelés puis resuspendus dans 500µL d’éthanol absolu avant d’être soumis à une 

agitation horizontale intense de 25Hz pendant 15 minutes (Tissue Lyser II, Qiagen) en présence de billes 

de verre de 0,75 à 1mm de diamètre dans le but de casser les cellules. Les échantillons ont été transvasés 

dans un nouveau tube (élimination des billes) et centrifugés à 16000g pendant 3 minutes pour éliminer 

les débris cellulaires. Les pigments extraits ont été filtrés sur une membrane en PTFE de 0,22µm (VWR) 

permettant d’écarter les éventuels fragments insolubles restants. La concentration en fucoxanthine a été 

évaluée par chromatographie liquide à haute performance (HPLC, Shimadzu) en phase inverse (C18) 
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(Nova-Pak silica column, 3.9 x 150 mm, 4µm particle size, Waters) couplée à un détecteur à photodiodes 

(PDA, Shimadzu). Les analyses ont été réalisées à 25°C avec un débit de 1mL.min-1 pour un volume 

d’injection de 30µL, d’après un protocole en mode gradient précédemment décrit dans la littérature et 

impliquant trois solvants : A (méthanol 80%, CH3COONH4 100mM), B (acétonitrile 90%) et C (acétate 

d’éthyle 100%)[87,120]. Le dosage quantitatif de la fucoxanthine a été réalisé en mesurant l’absorbance 

de l’éluat à 430nm grâce à un standard de calibration commercial de DHI Lab Products (référence PPS-

FUCO).  Les résultats  ont permis de déterminer la concentration en fucoxanthine dans les cultures 

(mgfucoxanthine.L-1), ainsi que la teneur des algues en biomasse sèche (mgfucoxanthine.gDW-1). Les productivités 

volumétriques de fucoxanthine (mgfucoxanthine.L-1.j-1) comme le gain de fucoxanthine d’un jour par rapport 

au précédent, et ce tout au long de la culture, ont été déterminées selon le calcul suivant :  

𝐹𝑢𝑐𝑜𝑥𝑎𝑛𝑡ℎ𝑖𝑛𝑒2(
𝑚𝑔

𝐿
)−𝐹𝑢𝑐𝑜𝑥𝑎𝑛𝑡ℎ𝑖𝑛𝑒1(

𝑚𝑔

𝐿
)

𝐽𝑜𝑢𝑟2−𝐽𝑜𝑢𝑟1
.  

3.6. Détermination du contenu et de productivité en EPA  

L’extraction des lipides a été réalisée suivant une méthode élaborée par Bligh et Dyer [121] à laquelle ont 

été apportées certaines modifications. Á partir du premier jour, 2mL de chaque culture ont été prélevés 

dans des tubes Eppendorf deux fois par semaine puis centrifugés à 16000g pendant 4 minutes avant d’en 

stocker le culot à -20°C. La technique d’extraction consistait à décongeler et resuspendre les culots dans 

500µL d’une solution de chloroforme-méthanol 2 :1 servant de solvant d’extraction. Ils ont été agités 

vigoureusement et horizontalement à 25Hz pendant 5 minutes (Tissue Lyser II, Quiagen) en présence de 

billes de verre de 0,75 à 1mm de diamètre dans le but de casser les cellules. Suite à cela, ils ont été vortexés 

pendant 15 minutes, transvasés dans de nouveaux tubes pour éliminer les billes, et centrifugés à 16000g 

pendant 3 minutes afin d’éliminer les débris cellulaires. 300µL d’extraits lipidiques ont été adjoints à 700µL 

de NaCl 0,9% et vigoureusement vortexés. Après une étape supplémentaire de centrifugation à 16000g 

pendant 3 minutes, la phase la moins dense constituée d’un mélange méthanol-eau a été écartée. La phase 

la plus dense contenant le chloroforme et les lipides a été transvasée dans des vials en verre et laissés à 

bouchon ouvert sous une hotte chimique et à température ambiante jusqu’à son évaporation totale. Cette 

étape nous permet d’obtenir un extrait sec des lipides. Les acides gras ont été transestérifiés en les 

mettant en présence de 1mL de réactif de méthylation (HCl 3N méthanolique  33%, méthanol 67%, 

hydroxytoluène butylé 10µg.mL-1) pendant 1 heure à 70°C dans le but de générer des esters méthyliques 

d’acides gras (FAMES, Fatty Acid Methyl Esters). Les composés insolubles résiduels ont été ôtés du 

mélange grâce à une étape de centrifugation à 16000g pendant 3 minutes après laquelle seul a été 
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récupéré le surnageant. 200µL d’une solution d’heptane ont été ajoutés aux échantillons contenant les 

FAMES qui ont ensuite été vigoureusement vortexés pendant 3 minutes puis centrifugés à nouveau 

pendant 3 minutes à 16000g. La phase liquide la moins dense contenant l’heptane et les FAMES a été 

gardée dans de nouveaux tubes. La procédure d’extraction à l’heptane précédemment décrite a été 

répétée une fois avec la phase la plus dense contenant le réactif de méthylation pour une récupération 

optimale des FAMES. La concentration en EPA méthylé a été obtenue par séparation en chromatographie 

en phase gazeuse avec une colonne SGE  (30m x 0,25mm (ID : BPX70 x 0.25µm) en utilisant un gradient de 

température de 120 à 240 °C d’un débit de 4°C/min et avec de l’hélium comme gaz porteur. Lors de 

l’analyse, l’échantillon a été injecté en mode split : 1 µL d’échantillon est injecté et le ratio de split est de 

10. L’appareillage GC est pourvu d’un détecteur à ionisation de flamme (FID). L’aire du pic d’EPA de chaque 

échantillon a été utilisée pour calculer la concentration en EPA à l’aide d’un standard de calibration 

commercial de Sigma-Aldrich (Supelco 37 component FAMES mix). Les données fournies par les 

chromatogrammes ont chaque fois permis de déterminer la concentration en EPA par rapport à la 

biomasse mais également en termes de productivité volumétrique, à l’instar de la fucoxanthine, comme 

expliqué au point précédent.  

3.7. Dosage des nitrates, phosphates et silicates  

2mL de chaque culture ont été prélevés dans des tubes Eppendorf deux fois par semaine puis centrifugés 

à 16000g pendant 4 minutes et le surnageant a ensuite été stocké à -20°C. les échantillons ont été 

décongelés et filtrés sur une membrane en PES de 0,22µm afin d’éliminer les éventuels débris cellulaires 

insolubles.   

Le dosage colorimétrique des nitrates est basé sur une méthode élaborée par Cataldo et al. [122,123] et 

réalisé sur plaque 96 puits. 10µL de milieu de culture ont été incubés 20 minutes avec 20µL d’acide 

salicylique 2,5% dissouts dans de l’H2SO4 98%, avant d’être neutralisés par 250µL d’une solution de NaOH 

3,8M. L’absorbance a été mesurée à 405nm avec un lecteur de microplaques 96 puits Synergy MX (BioTek). 

Des solutions standards comprises dans un intervalle de concentration allant de 0,5mM à 3,0mM ont 

permis de tracer la courbe de calibration.  

Le dosage colorimétrique des phosphates et des silicates ont quant à eux été adaptés d’après une méthode 

décrite par Galhardo et Masini [124] pour une utilisation sur plaque 96 puits mettant en œuvre les réactifs 

suivants : le réactif A ((NH4)2MoO4 10mM dans du HNO3 200mM), le réactif B (acide ascorbique 2% et 



 

 
28 

 

tartrate d'antimoine et de potassium 100mg.L-1), le réactif C ((NH4)2MoO4 5mM et acide oxalique 0,25% 

dans du HNO3 200mM) et le réactif D (acide oxalique 10%).  

Les phosphates tout comme les silicates présentent des propriétés chimiques assez similaires rendant leur 

dosage relativement complexe lorsqu’ils se trouvent ensemble en solution. La méthode utilisée se base 

sur leur réactivité commune à former avec le  molybdate d’ammonium du phosphomolybdate et du 

silicomoybdate (12MoVI), tous deux de couleur jaune. En présence d’acide ascorbique et de tartrate 

d’antimoine et de potassium permettant d’accélérer la réaction, ces composés seront alors réduits les 

amenant à colorer la solution mesurable au spectrophotomètre en bleu. Le problème réside dans le fait 

que si l’on veut mesurer seulement les phosphates il faut annihiler les interférences du silicate et vice-

versa.  

Expérimentalement pour le dosage des phosphates, 62,5µL de milieu de culture filtrés ont été ajouté à 

125µL de réactif B et 125µL de réactif C. La courbe de calibration a été tracée à l’aide de solutions standards 

de K2HPO4 de concentrations allant de 0,01mM à 0,35mM. Dans ce cas, le fait de travailler à pH acide 

(HNO3 en forte concentration) confère une certaine instabilité au silicomolybdate affectant sa cinétique 

de formation. De plus, l’ajout d’acides organiques en faible concentration dès le départ (acide oxalique, 

acide tartrique) permettent une séquestration du MoVI causant également un ralentissement de la 

cinétique de formation du silicomolybdate. Si le dosage est effectué rapidement (endéans 30 minutes 

après l’ajout du dernier réactif), la concentration en silicomolybdate dans le milieu peut être considérée 

comme négligeable, ce qui permet un dosage uniquement des phosphates. 

Pour le dosage des silicates, 15µL d’échantillon ont été premièrement incubés pendant 5 minutes avec 

26µL de réactif A avant d’ajouter au total 62µL de réactif D pour une deuxième incubation de 5 minutes. 

Après ces deux étapes d’incubation, 103µL de réactif B furent ajoutés au tout. Des solutions standards de 

Na2SiO3 de concentrations comprises entre 0,05mM et 1,5mM ont servis à tracer la courbe de calibration. 

Ici le silicomolybdate et le phosphomolybdate apparaissent en même temps avec l’ajout de molybdate 

d’ammonium. Cependant une forte concentration d’acide oxalique va mener à la dégradation du 

phosphomolybdate en phosphate et molybdooxalate, et ce sans affecter le silicomolybdate, permettant 

un dosage de ce dernier sans interférence.  

Les valeurs d’absorbance pour les dosages du phosphate et du silicate ont été dans les deux cas mesurées 

à 660nm par le lecteur de microplaques Synergy MX (BioTek).  
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4. Résultats 
4.1. Définition des conditions opératoires pour les cultures d’algues 

Nous avons étudié les paramètres de croissance, de production de fucoxanthine et d’EPA, et de 

consommation en nutriments chez la diatomée d’eau douce Sellaphora minima dans 4 conditions 

distinctes, listées dans le Tableau 2 (section 3. matériel et méthode). Comme indiqué dans ce dernier, 

nous avons caractérisé ces paramètres en modulant d’une part la concentration en CO2, et d’autre part la 

nature et la concentration du/des tampon(s) utilisé(s) pour limiter les fluctuations de pH au cours des 

cultures. Quatre conditions ont ainsi été testées, étiquetées A à D selon la combinaison CO2-tampon. 

L’influence de la concentration en CO2 (concentration atmosphérique ou 2%, connue pour saturer la 

photosynthèse) a été étudiée dans l’hypothèse, plus que pertinente au vu de l’état de l’art dans le domaine 

[28,31–33], où l’adjonction de CO2 saturant permettrait d’accélérer la croissance algale en évitant toute 

limitation en carbone inorganique au cours de la culture.  

L’influence de deux « conditions tampons » (Tris 10 mM seul ou Tris 20 mM + PIPES 20 mM) a, quant à 

elle, été caractérisée afin d’en évaluer l’efficacité respective sur la limitation des fluctuations de pH. Dans 

des cultures de microalgues conduites sous air, il est classique d’observer une alcalinisation de la culture 

au fil du temps pouvant s’avérer délétère pour la croissance des diatomées [125,126], raison pour laquelle 

le Tris (pKa=8,3) a dans tous les cas été employé pour tamponner le milieu de culture (pH=7,5 initialement) 

et éviter que des valeurs de pH trop élevées que pour être tolérées ne soient atteintes. Le PIPES (pKa=6,8) 

a, quant à lui, été additionné au Tris de manière à limiter l’acidification du milieu qui survient 

classiquement suite à l’adjonction de CO2 saturant dans les cultures. Des résultats préliminaires conduits 

au laboratoire sous CO2 5% avaient déjà indiqué que l’acidification du milieu concomitante serait un 

facteur qui limiterait significativement l’accumulation de biomasse. Au vu de l’influence majeure du pH 

sur la croissance algale, il nous a semblé intéressant de modifier non seulement la nature de la solution 

tampon utilisée, mais également d’accroître la concentration de ses constituants de manière à stabiliser 

au maximum le pH au cours de nos cultures batch. 
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4.2. Croissance 
4.2.1. Courbes de croissance et influence du pH 

 

FIGURE 9 : ÉVOLUTION DE LA CONCENTRATION EN BIOMASSE DANS LES CULTURES (MG L-1) DE S. MINIMA EN FONCTION DU TEMPS (JOURS) 

SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE 

JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). DW (DRY WEIGHT), MASSE 

SÈCHE. VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3). 

Dans toutes les cultures (Fig. 9), d’une durée totale de 15 jours, on observe une phase de latence d’au 

moins 48h avant le début de la phase exponentielle. S’ensuivent une phase linéaire de croissance puis une 

phase plateau, voire de déclin plus ou moins précoce selon la condition étudiée, et qui n’a pas pu être 

observée pour la condition A (Air / Tris 10 mM). Même si dans ce dernier cas la croissance semblait 

continuer, la culture a dû être arrêtée à cause du début du confinement survenu lors de l’épidémie du 

Sars-CoV2. Cependant, il est possible d’extrapoler la tendance que cette courbe aurait pu avoir par la suite, 

puisque cette condition utilisée ici en guise de contrôle est la même que celle étudiée dans l’étude de 

Gérin et al. [87] sur une durée de 21 jours. 

Le pH des conditions A et B (algues cultivées sous air) augmente graduellement au cours de la culture, 

comme classiquement observé en l’absence d’adjonction de CO2, et ce de manière plus marquée en 

présence de Tris 10 mM que de Tris 20 mM + PIPES 20 mM (Fig. 10). Ce résultat était attendu dans la 

mesure où l’accroissement de la concentration en Tris (pKa = 8,3) s’accompagne d’une augmentation du 

pouvoir tampon dans la zone de pH proche du pKa, qui est précisément celle où se situent les cultures 

d’algues. Malgré l’écart de pH important entre les deux conditions (en fin de culture, pH=8,8 sous Tris 10 

mM, conformément à ce qui avait été observé par Gérin et al. [87], et 8,1 sous Tris 20 mM + PIPES 20 mM), 
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les courbes de croissance se superposent jusqu’au jour 8, à partir duquel un ralentissement, puis un déclin 

de croissance sont observés en présence de Tris 20 mM + PIPES 20 mM, peut-être causés par un effet 

inhibiteur lié aux fortes concentrations en tampon utilisées. Il est peu plausible que ce ralentissement et 

ce déclin soient un effet délétère du pH en lui-même, ce dernier se rapprochant à ce stade de plus en plus 

de la valeur optimale de 8,5 qui caractérise les diatomées [125,126]. A noter qu’il pourrait être intéressant, 

pour la culture de S. minima sous air, de tester le Tris 20 mM (sans PIPES) en guise de tampon de manière 

à limiter davantage que sous Tris 10 mM la montée de pH, la montée de ce dernier aux alentours de 9 

ayant pour effet de fortement diminuer les rendements de croissance [125,126]. 

Quant au pH des conditions C et D (algues cultivées sous CO2 2%), il reste relativement constant tout au 

long de l’expérience (entre 7,2 et 7,5 si l’on excepte le point zéro de lancement des cultures) et ne varie 

pas selon la solution tampon. On peut émettre l’hypothèse qu’en présence de CO2 2%, la concentration 

en CO2 dissout n’est pas suffisamment élevée que pour induire la nécessité d’adjoindre au Tris un autre 

tampon, en l’occurrence du PIPES 20 mM, dont le pKa (6,8) se situe davantage dans la zone de pH qui 

caractérise les cultures sous CO2 2%. Les résultats suggèrent que le Tris, dont le pKa (8,3) est certes plus 

éloigné de cette zone de pH, suffit, à hauteur de 10 mM, à limiter la descente de pH consécutive à 

l’adjonction du CO2. Ces résultats varient sensiblement par rapport aux expériences préliminaires qui 

avaient été menées sous CO2 5% : la descente de pH consécutive à l’adjonction de CO2 était alors plus forte 

en présence de Tris 10 mM qu’en présence de Tris 20 mM + PIPES 20 mM (pH autour de 6,5 contre 7,0, 

respectivement). Réduire la teneur en CO2 de 5 à 2% (une concentration qui reste saturante pour la 

FIGURE 10 : ÉVOLUTION DU PH DANS LES CULTURES DE S. MINIMA EN FONCTION DU TEMPS (JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A 

(ROND BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 

2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-
TYPES (N=3).  
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photosynthèse) nous paraît donc une stratégie efficace pour limiter la baisse de pH même en présence de 

Tris 10 mM seul. 

Si elle ne montre pas d’influence sur le pH, la composition du tampon exerce un effet très marqué sur la 

croissance dans les cultures sous CO2 2% (croissance nettement amoindrie en présence de Tris 20 mM + 

PIPES 20 mM), suggérant, de façon encore plus évidente que pour les cultures sous air, un possible effet 

inhibiteur de ce cocktail de tampons sur la croissance algale. 

4.2.2. Concentrations maximales en biomasse 

Pour S. minima exactement dans les mêmes conditions que la culture A, après 21 jours, alors que la phase 

plateau ne semblait pas encore atteinte, Gérin et al. [87] étaient arrivés à une concentration en biomasse 

sèche de 1,71g.L-1. Dans cette même étude ils mesuraient après 15 jours de croissance une concentration 

en biomasse sèche d’environ 1,3g.L-1, tandis que dans le cadre de ce mémoire en fin de culture, nous 

obtenions une concentration de 1,23g.L-1. Contrairement  aux autres cultures, nous étions donc loin d’être 

parvenus à la densité cellulaire maximale atteignable sous ces conditions (Tris 10mM ; Air).  

Pour les conditions B et D, toutes deux tamponnées par la combinaison Tris 20 mM + PIPES 20 mM, les 

concentrations maximales en biomasse sèche sont similaires et s’élèvent à 0,93g.L-1. La différence réside 

dans le fait que dans la condition D (CO2 2%), ce maximum est atteint quatre jours plus tôt que dans la 

condition B (Air)(jour 9 d’une part et jour 13 d’autre part). Le résultat obtenu reste néanmoins, dans ces 

conditions, significativement moindre que dans la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM), révélant un 

possible effet d’inhibition de la solution tampon sur la croissance comme déjà mis en évidence chez 

plusieurs microalgues [127,128], et notamment et chez la diatomée marine Skeletonema costatum 

cultivée en présence de Tris 20mM [129]. Il reste néanmoins difficile de se prononcer, sur base de ces seuls 

résultats, sur la cause précise de cet apparent effet néfaste du tampon. 

La condition C (CO2 2% / Tris 10 mM), quant à elle, est celle qui génère la plus importante accumulation 

de biomasse (maximum de 1,71g.L-1 atteint au jour 7 soit plus de 3-fois la valeur du contrôle au même 

moment) Il est intéressant de noter que cette valeur correspond à celle retrouvée dans l’étude de Gérin 

et al. [87] après 21 jours de culture dans la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM). Nos résultats indiquent 

donc que, lorsque le milieu est tamponné avec du Tris 10 mM, une concentration maximale en biomasse 

d’environ 1,7 g.L-1 est atteinte trois fois plus vite sous CO2 2% que sous air. 

En regard de ces différents résultats, il apparaît que l’adjonction de CO2 2% permet d’atteindre la 

concentration maximale en biomasse plus rapidement, et ce quelles que soient les conditions tampon.  
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4.2.3. Productivités biomassiques 

Comme expliqué dans la section « matériel et méthode », la 

productivité biomassique a été calculée de deux manière 

différentes. Si l’on définit cette dernière comme le quotient 

entre  la concentration maximale en biomasse et le nombre de 

jours mis pour l’atteindre (Fig. 11), c’est dans la condition C 

qu’elle est la plus élevée (0,241 ± 0,028 g.L-1.j-1). Le fait que les 

autres conditions obtiennent des  productivités environ 2,5-

fois moindres n’est pas étonnant en regard des résultats de 

croissance énoncés ci-dessus. Il faut préciser que ce paramètre n’est pas représentatif de la productivité 

« en direct » dans la culture, mais constitue un bilan global (en d’autres termes, une sorte de moyenne) 

de la concentration en biomasse qui a pu être accumulée par unité de temps au cours de la culture. Puisque 

nous travaillons en système batch, ce paramètre est susceptible de dépendre directement de limitations 

en nutriments qui peuvent survenir et générer l’arrêt de la croissance, un point qui sera discuté en détails 

ci-dessous. Il ne nous semble donc que modérément informatif puisqu’il n’apporte aucune information 

nouvelle par rapport à celles déjà illustrées dans la Figure 9.  

Bien que cette donnée soit (étonnamment) moins répandue dans la littérature, il nous paraît intéressant 

et bien plus représentatif de relater la productivité « en direct » dans la culture, définie comme la 

fluctuation de la concentration en biomasse sèche en fonction du temps (soit la dérivée de la Figure 9) 

(Fig. 12). Il est ainsi possible de caractériser la productivité maximale (que nous appellerons Vmax) dans 

chacune des conditions testées, ainsi que le moment où celle-ci est atteinte. Cette valeur est une donnée 

particulièrement importante, puisqu’elle pourrait servir de base à des expériences visant à conserver (dans 

un contexte de système continu) les cultures dans des conditions opératoires optimales de manière à 

maintenir Vmax sur un laps de temps substantiel (et non plus ponctuel comme ici).  

FIGURE 11 : PRODUCTIVITÉ CALCULÉE COMME LA BIOMASSE SÈCHE MAXIMALE 

OBSERVÉE DANS LA CULTURE DIVISÉE PAR LE NOMBRE DE JOURS ENTRE 

L’OBSERVATION ET LE DÉBUT DE LA CULTURE (EXPRIMÉ DANS LES BULLES 

ATTACHÉES AUX BARRES DE L’HISTOGRAMME)(GDW L-1 J-1). VALABLE POUR S. 
MINIMA SELON QUATRE CONDITIONS ; A (BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B 

(ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (JAUNE) : TRIS 10MM / 

CO2 2% (V/V), D (VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). DW 

(DRY WEIGHT), MASSE SÈCHE. VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± 

ÉCARTS-TYPES (N=3). 
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FIGURE 12 : AXE PRINCIPAL : FLUCTUATION DE LA BIOMASSE SÈCHE EN FONCTION DU TEMPS (BARRES NOIRES)(GDW L-1 J-1). AXE 

SECONDAIRE : FOGARITHME NÉPÉRIEN DE LA BIOMASSE SÈCHE (TRAITS PLEINS COLORÉS)(GDW L-1). VALABLE POUR S. MINIMA SELON 

QUATRE CONDITIONS ; A (BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 

2% (V/V), D (VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). POUR CHAQUE CONDITION (A, B, C, D) LA VALEUR AFFICHÉE EN 

NOIR AFFICHE LA VALEUR MAXIMALE OBSERVÉE (VMAX). DW (DRY WEIGHT), MASSE SÈCHE. VALEURS ET BARRES D’ERREURS DE L’AXE 

PRINCIPALE, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3). VALEURS ET BARRES D’ERREURS DE L’AXE SECONDAIRE, LOGARITHME NÉPÉRIEN DES 

MOYENNES (N=3).  

Sur le graphique (Fig. 12), on s’aperçoit que Vmax est plus élevée et plus rapidement atteinte dans les 

conditions C et D enrichies en CO2 . Les valeurs respectives sont 0,325 ± 0,061 g.L-1.j-1 entre les jours 2 et 5 

pour la condition C (Tris 10 mM), et 0,300 ± 0,051 g.L-1.j-1 entre les jours 5 et 6 pour la condition D (Tris 20 

mM + PIPES 20 mM). Ces moyennes significativement différentes (p < 0,01) indiquent, comme déjà évoqué 

précédemment, une vitesse de croissance accrue en présence de Tris 10mM plutôt qu’en présence de Tris 

20mM + PIPES 20mM.  

Dans les conditions A et B (algues cultivées sous air), la productivité est relativement constante entre les 

jours 5 et 12 et atteint  des maximas aux jours 9 et 12, respectivement. La condition A (contrôle, Tris 10 

mM) montre un Vmax de 0,164 ± 0,005 g.L-1.j-1 et la condition B (Tris 20 mM + PIPES 20 mM) un Vmax de 

0,114 ± 0,020 g.L-1.j-1 (différence significative, p < 0,01). En comparant le résultat de productivité obtenu 

dans la condition A avec ce que Gérin et al. [87] avaient observé (Vmax de 0,147g.L-1.j-1 au 12e jour), on se 

rend compte que le maximum arrive plus tôt dans notre cas, mais aussi qu’il est légèrement plus élevé. 
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Malgré tout cette différence n’est pas très marquée, surtout sachant que les expériences ont été réalisées 

par deux opérateurs différents à deux ans d’intervalle. 

En résumé, c’est dans les cultures supplémentées en CO2 2% que les valeurs de Vmax sont les plus élevées 

et atteintes le plus rapidement. Quelle que soit la concentration en CO2, ce Vmax s’avère plus faible en 

présence de Tris 20 mM + PIPES 20 mM par rapport au Tris 10 mM seul. 

4.2.4. Taux de croissance en phase exponentielle 

Dans chaque condition expérimentale, le graphique du logarithme 

népérien de la concentration en biomasse en fonction du temps a été 

dressé de manière à repérer la phase exponentielle de croissance (zone 

linéaire du graphique)(Fig. 12). Cette dernière semble être localisée 

entre les jours 2 et 5 pour toutes les conditions, conformément à ce 

qui avait été établi pour la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM) par 

Gérin et al. [87] (même si, dans cette étude, elle semblait tout de 

même se prolonger jusqu’au jour 7). Il est à noter que l’absence de points expérimentaux entre les jours 

2 et 5 est à déplorer, manquement qui aurait pu être pallié par la collecte de données additionnelles si la 

crise sanitaire n’avait pas limité l’accès aux laboratoires. Le caractère linéaire de la zone située entre les 

jours 2 et 5 aurait ainsi pu être rigoureusement confirmée, ce qui n’a malheureusement pas pu être fait. 

Malgré la durée très limitée de la phase exponentielle par rapport à l’ensemble de l’expérience (15 jours), 

il nous semble opportun de détailler les taux de croissance (µ) comme classiquement dans les publications 

portant sur l’étude de la croissance des microalgues (Fig. 13). Ce paramètre a été calculé comme la pente 

du graphique entre les jours 2 et 5. Les résultats montrent une valeur proche de 0,6j-1 pour les conditions 

A et C (cultures tamponnées par du Tris 10 mM) et de 0,4j-1 pour les conditions B et D (cultures tamponnées 

par du Tris 20 mM + PIPES 20 mM). Le taux de croissance obtenu pour la condition contrôle (A : Air / Tris 

10 mM) concorde avec celui rapporté par Gérin et al. [87] (0,55j-1). D’après ces résultats, il semble que le 

taux de croissance en phase exponentielle dépende uniquement de la nature du tampon, mais pas de la 

teneur en CO2. Ceci suggère de nouveau un effet inhibiteur du Tris 20 mM + PIPES 20 mM sur la croissance 

FIGURE 13 : TAUX DE CROISSANCE (µ) CALCULÉ COMME LA PENTE DU LOGARITHME 

NÉPÉRIEN DE LA CONCENTRATION EN BIOMASSE ENTRE LES JOURS 2 ET 5 (J-1). VALABLE POUR 

S. MINIMA SELON QUATRE CONDITIONS ; A (BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (ORANGE) : TRIS 

20MM + PIPES 20MM / AIR, C (JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (VERT) : TRIS 

20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). DW (DRY WEIGHT), MASSE SÈCHE. VALEURS ET 

BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3). 
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algale, effet dont les causes ne peuvent être élucidée sur base de ces seuls résultats. Ils valides également 

le fait qu’en début de culture (lorsque la densité cellulaire est encore faible), le CO2 n’est pas limitant pour 

la croissance. Si tel avait été le cas, des taux de croissances significativement différents auraient été 

mesurés selon que les algues sont cultivées sous air ou sous CO2 2%. 

4.2.5. Microscopie optique 

FIGURE 14 : PHOTOS DE SELLAPHORA 

MINIMA AU MICROSCOPE OPTIQUE SELON 

QUATRE CONDITIONS ; A : TRIS 10MM / AIR, 

B : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C : 

TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D : TRIS 

20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). 

NIVEAU DE ZOOM DU MICROSCOPE, 100X. 

PRISE DES PHOTOS AU 7E JOUR DE CULTURE.  

Les cultures ont été observées au 

microscope optique en début de 

phase linéaire de croissance (jour 

7) (Fig. 14). Il est intéressant de 

constater que les algues paraissent 

présenter des propriétés 

d’agrégation, des morphologies et 

des teneurs en pigments (se 

traduisant par une fluctuation de 

la coloration) distinctes selon les 

conditions expérimentales. En particulier, l’agrégation semble davantage prononcée dans la condition C 

(CO2 2% / Tris 10 mM) par rapport aux trois autres. Cette observation concorde avec la mise en évidence, 

au cours de ce mémoire, de propriétés de diffraction de la lumière sensiblement différentes dans cette 

condition (rapport biomasse / absorbance à 750 nm de 1,250 dans la condition C contre 0,399, 0,589 et 

0,335 dans les conditions A, B et D). Il est à noter que la quantité de cellules présentes sur l’image n’est 

pas à prendre en considération comme facteur de comparaison, la concentration algale chargée dans le 

microscope n’ayant pas été standardisée entre les différentes conditions. En complément des résultats de 

croissance, ces résultats démontrent la grande influence qu’exercent les conditions testées, et en 

particulier la teneur en CO2, sur la physiologie cellulaire des diatomées. 
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4.3. Dosage des nutriments   

La concentration en nutriments dans le milieu a été suivie tout au long de l’expérience afin d’évaluer la 

relation entre la croissance cellulaire et  la consommation du nitrate, du phosphate et du silicate, trois 

macroéléments indispensables à la croissance des diatomées (Fig. 15). Les concentrations en nitrate et en 

phosphate baissent progressivement dans toutes les conditions tandis que la concentration en biomasse 

augmente, jusqu’à observer un ralentissement (condition A) ou un arrêt (conditions B, C et D) de la 

croissance lorsque ces deux nutriments sont épuisés. Ainsi, la déplétion en nitrate et en phosphate 

survient plus tôt dans les cultures sous CO2 2% (conditions C et D), la croissance étant plus rapide et la 

FIGURE 15 : AXE PRINCIPAL : CONCENTRATION EN NITRATE, PHOSPHATE ET SILICATE DANS LE MILIEU (MM) AU COURS DU TEMPS 

(JOURS) POUR QUATRE CONDITIONS DE CULTURE DE SELLAPHORA MINIMA (TRAITS NOIRS). CONCENTRATION EN BIOMASSE (G L-1-) AU 

COURS DU TEMPS DANS LE MILIEU POUR S. MINIMA POUR QUATRE CONDITIONS DE CULTURE DIFFÉRENTES (TRAITS PLEINS COLORÉS). A 

(ROND BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 

2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). DW (DRY WEIGHT), MASSE SÈCHE. VALEURS ET BARRES 

D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3). 
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concentration maximale en biomasse plus précocement atteinte que dans les cultures sous air, 

conformément aux résultats décrits au point 4.2.  

En ce qui concerne le silicate (5,33 mM initialement), on remarque une très nette chute de concentration 

dès les premières heures de culture. Ce phénomène a déjà été rapporté par Gérin et al. pour S. minima 

[87], et a été référencé pour des espèces de diatomées marines [117]. Il paraît d’ailleurs s’intensifier quand 

les algues proviennent de précultures où tout le silicate avait été consommé [16,130,131]. Étant donné 

que la préculture avait été maintenue 15 jours dans du milieu FDMed, il est fort probable que tout le 

silicate y était épuisé, incitant les algues placées dans du milieu frais à créer des réserves (pool de silicate 

intracellulaire) qu’elles dépenseront lors de la croissance cellulaire [16].   

Puisque ces trois nutriments sont essentiels à la croissance des diatomées, il positif de voir que dans le 

milieu utilisé (FDMed), les nutriments semblent bien équilibrés en termes de concentration les uns par 

rapport aux autres puisqu’ils arrivent tous à épuisement à quelques heures d’intervalle. Le fait que la 

croissance s’arrête une fois les nutriments totalement consommés nous conforte dans l’idée qu’en 

rajouter à un moment déterminant (expérience de fed-batch) pourrait permettre d’atteindre des 

concentrations en biomasse plus importantes encore que celles mesurés lors de cette expérience, en 

évitant que ne s’arrête brutalement la croissance pour cause de déplétion du milieu. 

4.4. Production de  fucoxanthine 
 

La concentration en fucoxanthine dans les cultures a 

été mesurée tout au long de l’expérience (Fig. 16). 

Comme attendu, l’aspect général des graphiques est 

similaire à celui des courbes de croissance (Fig. 9).  

On remarque que les conditions B et D (toutes deux 

tamponnées par du Tris 20 mM et PIPES 20 mM) 

suivent une tendance commune où la concentration en fucoxanthine dans le milieu commence à s’élever 

au jour 5 pour atteindre un maximum d’environ 4 mg.L-1 au  jour 12, avant de redescendre par la suite de 

FIGURE 16 : ÉVOLUTION DE LA CONCENTRATION EN 

FUCOXANTHINE DANS LES CULTURES (MG L-1) DE S. MINIMA AU 

COURS DU TEMPS (JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND 

BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + 

PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 

2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / 

CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± 

ÉCARTS-TYPES (N=3). 
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façon plus marquée pour la condition D (CO2 2%). C’est lorsque le milieu est tamponné avec du Tris 10 mM 

(conditions A et C) que les concentrations en fucoxanthine les plus élevées sont observées (7,6 ± 0,7  et 

6,6 ± 1,7 mg.L-1, respectivement, valeurs qui ne sont pas statistiquement différentes (p>0,05)). Il n’en reste 

pas moins que dans la condition C (CO2 2%), ce plafond est atteint en huit jours contre douze pour la 

condition A (Air). Un test t de Student a permis de confirmer que les valeurs maximales obtenues dans ces 

conditions sont significativement supérieures à celles des conditions B et D (cultures tamponnées par du 

Tris 20 mM + PIPES 20 mM) (p<0,02). 

En termes de productivité, les meilleurs résultats 

sont, comme pour la croissance, observés chez les 

algues tamponnées par du Tris 10 mM : Vmax = 1,29 

± 0,42 mgfuco.L-1.j-1 dans la condition C (CO2 2%) et 

0,86 ± 0,29  mgfuco.L-1.j-1 dans la condition A (Air) (Fig. 

17). Même si ces valeurs ne sont pas statistiquement 

différentes (p > 0,2), il faut noter que Vmax est 

atteint bien plus rapidement (jour 5) dans la 

condition C que dans la condition A (jour 12). Chez 

les algues tamponnées par du Tris 20 mM + PIPES 20 

mM, les valeurs de Vmax sont moindres (0,86 ± 0,29 

et 0,55 ± 0,10 mgfuco.L-1.j-1 sous air et sous CO2 2%, 

respectivement) et pas statistiquement différentes.  

Il est intéressant de noter que les algues, selon 

qu’elles sont cultivées sous air ou sous CO2 2%, 

présentent un pattern d’évolution de la productivité en fucoxanthine relativement similaire (bien que 

d’amplitude variable) quel que soit la solution tampon utilisée. Dans les cultures sous air (conditions A et 

B), la productivité augmente graduellement jusqu’au jour 8 avant de décroître. Dans les cultures sous CO2 

2% (conditions C et D), la productivité augmente pour atteindre Vmax plus précocement (aux jours 5 et 8, 

respectivement) et ensuite décroître jusqu’à la fin de la culture, atteignant même des valeurs négatives à 

partir du jour 12. 

Les résultats obtenus pour la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM) sont similaires à ceux déjà rapportés 

par Gérin et al. [87] (évolution semblable de la productivité en fonction du temps, et Vmax de 0,8mgfuco.L-

1.j-1 observé au jour 12). 

FIGURE 17 : ÉVOLUTION DE LA PRODUCTIVITÉ EN FUCOXANTHINE 

DANS LES CULTURES (MG L-1 J-1) DE S. MINIMA AU COURS DU TEMPS 

(JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : TRIS 

10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM 

/ AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D 

(LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). 
VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES 

(N=3). 
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La Figure 18 illustre l’évolution au cours du temps 

du contenu massique en fucoxanthine dans la 

biomasse algale. C’est dans la condition contrôle 

(A : Air / Tris 10 mM) que la teneur en 

fucoxanthine est la plus élevée tout au long de 

l’expérience. Initialement située vers 8 

mgfuco.gDW-1, elle accuse ensuite une légère tendance à la décroissance pour atteindre 6 mgfuco.gDW-1 

après 15 jours de culture. Ces résultats se situent dans le même ordre de grandeur que celui rapporté par 

Gérin et al. [87], dont les travaux avaient mis en exergue une teneur en fucoxanthine relativement stable 

située autour de 7,5 mgfuco.gDW-1.  

Dans les trois autres conditions (B, C et D), le contenu de la biomasse en fucoxanthine est bien moindre 

par rapport à la condition A. Si l’on excepte l’évolution entre les jours 0 et 2 qui correspond à une phase 

d’adaptation des algues à leur nouveau milieu, la teneur initiale en fucoxanthine (2-4 mgfuco.gDW-1 au jour 

2) tend à augmenter légèrement au cours du temps pour atteindre 3-5 mgfuco.gDW-1 au terme de 

l’expérience. 

Si l’on se concentre sur les cultures tamponnées par du Tris 10 mM (conditions A et C, les plus 

prometteuses en termes de croissance), il est intéressant de comparer l’aspect des courbes de croissance 

(Fig. 9) et de l’évolution de la concentration en fucoxanthine (Fig. 16). On note que l’écart important qui 

était observé entre les deux conditions (Air et CO2 2%) sur les courbes de croissance s’est nettement 

amenuisé sur les courbes d’accumulation de la fucoxanthine, la condition A (Air) allant jusqu’à surpasser 

la condition C (CO2 2%) en termes de concentration maximale en fucoxanthine alors que ce n’était pas le 

cas pour la croissance (condition C toujours supérieure à la condition A). Cette observation est, plus que 

vraisemblablement, une conséquence du contenu accru en fucoxanthine dans la biomasse des algues 

cultivées sous air par rapport à celles cultivées sous CO2, comme indiqué sur le graphique (Fig. 18) 

FIGURE 18 : ÉVOLUTION DU CONTENU BIOMASSIQUE EN 

FUCOXANTHINE (MG GDW-1) DE S. MINIMA AU COURS DU 

TEMPS (JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : 
TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 

20MM / AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% 

(V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / 

CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± 

ÉCARTS-TYPES (N=3). 
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Les contenus biomassiques en Chla et Chlc2, pigments majoritaires chez les diatomées, ont un profil 

d’évolution au cours du temps très similaire à celui de la fucoxanthine dans toutes les conditions (Fig. 19). 

Nous pourrions émettre l’hypothèse que la variation de la teneur en fucoxanthine se fait ici 

concomitamment à celle des autres pigments, et que l’ensemble des variations pigmentaires observées 

est une conséquence des 

fluctuations environnementales 

(modification de la disponibilité 

en nutriments, augmentation de 

la densité cellulaire) qui opèrent 

au fil de la culture.  

Ces différents résultats mettent 

en exergue la complexité 

d’optimiser les conditions 

opératoires à des fins de 

production de composés à haute 

valeur ajoutée telle la 

fucoxanthine. Si la condition C 

(Tris 10 mM / CO2 2%) donne les 

meilleurs résultats en termes de 

croissance (l’accumulation de 

biomasse étant un paramètre 

déterminant dans tout processus 

bioindustriel), la teneur 

biomassique en fucoxanthine y 

est bien moindre que dans la condition A (Tris 10 mM / Air) qui accuse, quant à elle, une plus lente 

accumulation de biomasse au cours du temps. Nous proposerons, dans la section 6. Perspectives, une 

stratégie dérivée de nos résultats qui permettrait de combiner l’une et l’autre condition (Air et CO2 2%) de 

manière à atteindre l’objectif ultime d’accroître la production de fucoxanthine par rapport aux 

rendements dont nous disposons déjà. 

  

FIGURE 19 : ÉVOLUTION DU CONTENU BIOMASSIQUE EN CHLOROPHYLLE A (CHL A, 

GRAPHIQUE DU HAUT) ET EN CHLOROPHYLLE C2 (CHL C2, GRAPHIQUE DU BAS)(MG GDW-

1) DE S. MINIMA AU COURS DU TEMPS (JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND 

BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C 

(TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + 

PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES D’ERREURS, MOYENNES ± ÉCARTS-
TYPES (N=3). 
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4.5. Production d’acide eicosapentaénoïque (EPA) 
 
En préambule, il faut préciser que la sensibilité de la plateforme GC était trop faible que pour permettre 

l’analyse du contenu en EPA avant le jour 5. D’autre part, à cause d’un problème informatique majeur de 

l’appareillage GC , il n’y a qu’un seul réplica qui ait pu être analysé aux jour 8, 12 et 15.  

Dans l’étude de Gérin et al. [87] antérieure à ce mémoire, deux souches de diatomées d’eau douce avaient 

été cultivées pour la production de biocomposants. Alors que Sellaphora minima s’était avérée la plus 

efficace pour la production de fucoxanthine, l’autre souche , Nitzschia palea (qui n’a pas pu être étudiée 

ici par manque de temps), s’était montrée meilleure productrice d’EPA que sa consœur (concentration de 

15mg.L-1 pour un contenu cellulaire de 12,6mg.gDW-1 et un Vmax de 2,1g.L-1.j-1). Bien que plus faibles, les 

valeurs obtenues pour S. minima s’étaient avérées malgré tout intéressantes en regard des données 

disponibles dans la littérature pour les diatomées marines (concentration en EPA de 12g.L-1 pour un 

contenu cellulaire de 5,6mg.gGW-1 et un Vmax de 1,5g.L-1.j-1) [32,114,116,117]. Ces différents résultats 

avaient été obtenus dans la conditions A (Air / Tris 10 mM).  

Dans la même condition, nous obtenons, comme 

illustré sur la (Fig. 20), une concentration en EPA de 

5,3 mg.L-1 après 15 jours contre 8 mg.L-1 dans l’étude 

de Gérin et al. [87]. Cette petite différence s’explique 

probablement par un léger décalage dans le timing 

des cultures, une valeur similaire à celle observée ici ayant été monitorée au jour 12 dans cette précédente 

étude (d’une durée de 21 jours). Il est notable que sous air, l’évolution de la concentration en EPA dans la 

culture ne dépend pas de la solution tampon puisque les courbes obtenues en présence de Tris 10 mM et 

de Tris 20 mM + PIPES 20 mM se superposent presque parfaitement. 

La vitesse et l’amplitude de l’accroissement de la concentration en EPA est bien supérieure chez les algues 

cultivées sous CO2 2%, avec des maxima de 12,6 mg.L1 et 8,2 mg.L1 au jour 12 pour les conditions C (Tris 

10 mM) et D (Tris 20 mM + PIPES 20 mM), respectivement. En particulier, la valeur obtenue ici avec S. 

FIGURE 20 : ÉVOLUTION DE LA CONCENTRATION EN EPA DANS LES 

CULTURES (MG L-1) DE S. MINIMA AU COURS DU TEMPS (JOURS) 

SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B 

(CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE 

JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 

20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES 

D’ERREURS DU JOUR 5, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3).  
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minima pour la condition C se rapproche du maximum (15 mg.L-1) rapporté par Gérin et al. [87] pour N. 

palea dans la condition A (Air / Tris 10 mM). En présence de CO2 2%, il est notable la solution tampon 

exerce une influence marquée sur l’accumulation d’EPA : bien que les courbes présentent un aspect 

général similaire, l’accumulation d’EPA est bien moins efficace en vitesse et en amplitude dans les cultures 

tamponnées par du Tris 20 mM + PIPES 20 mM. Un parallélisme peut être fait entre cette différence et 

celle qui caractérise les vitesses de croissance des algues dans ces deux conditions (Fig. 9). Il est néanmoins 

notable que les maxima de concentration en EPA soient ici observés au jour 12 alors que les maxima de 

concentration en biomasse ont été enregistrés aux jour 7 et 9 pour les conditions C et D, respectivement. 

Des éléments d’explication seront apportés ci-dessous. 

Tout comme c’était le cas pour la fucoxanthine, les 

courbes de productivité en EPA s’avèrent très stables au 

cours du temps (0,25-0,5 mg.L-1.j-1) et quasiment 

superposables chez les algues cultivées sous air 

(conditions A et B)(Fig. 21). Le constat est tout autre chez 

les algues cultivées sous CO2 2%, pour lesquelles des fluctuations notables de la productivité surviennent 

au cours du temps avec, à l’évidence, une importante influence de la solution tampon sur le profil des 

courbes. Dans les deux cas, la productivité en EPA maximale est observée au jour 8, avec une valeur bien 

supérieure pour les cultures tamponnées par du Tris 10 mM (condition C : 2,2 mg.L-1.j-1) que pour celles 

tamponnées par du Tris 20 mM + PIPES 20 mM (condition D : 1 mg.L-1.j-1). Les données de productivités en 

EPA enregistrées pour la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM) sont inférieures à celles rapportées par 

Gérin et al. [87], pour une raison que nous ne pouvons expliquer sur base de ces seules données. Il n’en 

demeure pas moins que même si nous avions obtenu, pour S. minima, des résultats similaires à ceux de 

cette précédente étude (Vmax de 1,5 mg.L-1.j-1 en EPA), la valeur de 2,2 mg.L-1.j-1 rapportée ici pour la 

condition C (CO2 2% / Tris 10 mM) se serait de toute façon avérée plus élevée. Il est intéressant de noter 

que dans cette condition, la productivité maximale en EPA est similaire à celle qui avait été monitorée 

pour N. palea dans la condition A par Gérin et al. [87] (Vmax de 2,1 mg.L-1.j-1), à la différence qu’elle 

survient plus tôt dans la culture (jour 8 dans la présente étude contre jour 11 chez Gérin et al.).  

FIGURE 21 : ÉVOLUTION DE LA PRODUCTIVITÉ EN EPA DANS LES 

CULTURES (MG L-1 J-1) DE S. MINIMA AU COURS DU TEMPS (JOURS) SELON 

QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : TRIS 10MM / AIR, B (CARRÉ 

ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C (TRIANGLE JAUNE) : 
TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (LOSANGE VERT) : TRIS 20MM + PIPES 

20MM / CO2 2% (V/V). VALEURS ET BARRES D’ERREURS DU JOUR 5, 
MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3). 



 

 
44 

 

Les données sur la teneur en EPA de la biomasse (Fig. 22) sont intéressantes, car elles indiquent de 

nouveau que sous air, ce paramètre reste très stable tout au long de la culture (de 5-8 mg.gDW-1 au jour 5 

à 4-6 mg.gDW-1 au jour 15) sans que la solution tampon ne semble exercer d’influence notable. Chez les 

algues cultivées sous CO2, on note au cours du temps une fluctuation de la teneur en EPA de la biomasse 

avec des tendances bien distinctes dans les conditions C (Tris 10 mM) et D (Tris 20 mM + PIPES 20 mM), 

avec un Vmax de 10 mg.L-1.j-1 au jour 12 dans la condition C et de 14 mg.L-1.j-1 au jour 15 dans la condition 

D.  Ces valeurs sont sensiblement supérieures à celle qui avait été obtenue par Gérin et al. [87] dans la 

condition A (2,1 mg.L-1.j-1). Dans la condition C, la teneur biomassique en EPA ne semble pas avoir atteint 

de plateau au jour 15, aussi peut-on émettre l’hypothèse qu’elle aurait éventuellement pu continuer à 

s’accroître encore davantage si l’expérience n’avait pas dû être stoppée. 

 Sous CO2 2%, quelle que soit la solution tampon, il est 

intéressant de constater que la teneur biomassique en 

EPA se met à augmenter précisément au moment où 

la croissance s’arrête (Fig. 9) et où les nutriments sont 

épuisés (Fig. 15), à savoir aux jours 7 et 9 pour les 

conditions C (CO2 2% / Tris 10mM) et D (CO2 2% / Tris 20mM + PIPES 20mM), respectivement. Une telle 

observation est vraisemblablement à mettre en relation avec le constat bien connu selon lequel la carence 

en azote génère, chez de nombreuses microalgues, l’augmentation de la teneur en lipides intracellulaires 

avec, chez les diatomées, un accroissement concomitant de la teneur en EPA [132–134]. 

Ces résultats, très prometteurs, nous permettent de conclure que cultiver S. minima sous un air enrichi en 

CO2 2% améliore la production d’EPA en termes de concentration maximale dans la culture, de rapidité 

pour atteindre cette dernière, de productivité volumétrique maximale et de contenu au sein de la 

biomasse algale. L’augmentation de la teneur en EPA étant vraisemblablement liée à la carence en 

nutriments concomitante à l’arrêt de la croissance, il nous semblerait opportun d’élaborer, sur base de 

cette piste et en complément de la modulation de l’apport en CO2, une stratégie expérimentale visant à 

optimiser la production d’EPA en tirant parti de ces deux outils. Cette possibilité sera discutée plus avant 

dans la section 6. Perspectives.  

FIGURE 22 : ÉVOLUTION DU CONTENU BIOMASSIQUE EN EPA DANS 

LES CULTURES (MG GDW-1) DE S. MINIMA AU COURS DU TEMPS 

(JOURS) SELON QUATRE CONDITIONS ; A (ROND BLEU) : TRIS 10MM / 

AIR, B (CARRÉ ORANGE) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / AIR, C 

(TRIANGLE JAUNE) : TRIS 10MM / CO2 2% (V/V), D (LOSANGE 

VERT) : TRIS 20MM + PIPES 20MM / CO2 2% (V/V). VALEURS ET 

BARRES D’ERREURS DU JOUR 5, MOYENNES ± ÉCARTS-TYPES (N=3).  
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5. Discussion :  
TABLEAU 3 : RÉSUMÉ DES RÉSULTATS OBTENUS LORS DE CETTE ÉTUDE CONCERNANT LES PARAMÈTRES DE CROISSANCE ET DE PRODUCTION 

ET DE PRODUCTIVITÉ D’EPA ET DE FUCOXANTHINE DANS LES DIFFÉRENTES CONDITIONS DE CULTURE EXPÉRIMENTÉES POUR S. MINIMA. LES 

VALEURS AFFICHÉES SONT DES MOYENNES ± ÉCART-TYPE (N=3), SAUF EN CE QUI CONCERNE L’EPA (VOIR SECTION 4.5). 

  

Air/Tris 10mM (A) 

 
Air/Tris 20mM 

+ PIPES 20mM (B) 
CO2 2%/Tris 10mM (C) 

CO2 2%/Tris 20mM 

+ PIPES 20mM (D) 
 

Valeur du 
paramètre 

Jour(s) 
d'incidence 

Valeur du 
paramètre 

Jour 
d'incidence 

Valeur du 
paramètre 

Jour 
d'incidence 

Valeur du 
paramètre 

Jour 
d'incidence 

Biomasse 
max 

(gDW.L-1) 

1,232 
± 0,051 

15 
0,918 

± 0,092 
13 

1,707 
± 0,195 

7 
0,930 

± 0,236 
9 

Productivité 
(gDW.L-1.j-1) 

0,082 
± 0,003 

15 
0,070 

± 0,007 
13 

0,241 
± 0,028 

7 
0,101 

± 0,026 
9 

Vmax 
(gDW.L-1.j-1) 

0,164 
± 0,005 

9 
0,114 

± 0,020 
12 

0,325 
± 0,061 

5 
0,300 

± 0,051 
6 

µmax (j-1) 
0,643 

± 0,038 
2 à 5 

0,401 
± 0,015 

2 à 5 
0,597 

± 0,038 
2 à 5 

0,453 
± 0,018 

2 à 6 

Taux fuco. 
(mg.L-1) 

7,64 
± 1,68 

12 
3,98 

± 0,35 
12 

6,57 
± 0,74 

8 
4,01 

± 0,87 
12 

Fuco. 
Biomasse 

sèche 
(mg.gDW-1) 

12,57 
±  1,68 

2 
7,08 

±  0,65 
0 

6,91 
±  1,19 

0 
6,37 

±  0,44 
0 

Productivité 
fuco 

(mg.L-1.j-1) 

0,86 
±  0,29 

12 
0,55 

±  0,01 
12 

1,29 
±  0,42 

5 
0,65 

±  0,09 
8 

Taux EPA. 
(mg.L-1) 

5,30 15 4,70 15 12,57 12 8,19 12 

EPA. 
Biomasse 

sèche 
(mg.gDW-1) 

7,90 5 7,17 8 9,68 12 13,82 15 

Productivité 
EPA 

(mg.L-1.j-1) 
0,40 5 0,53 8 2,15 8 0,99 8 

 

Lors de ce mémoire, nous avons étudié la production d’EPA et de fucoxanthine chez une souche de 

diatomée d’eau douce, Sellaphora minima. Deux paramètres, à savoir l’enrichissement de l’air des cultures 

avec du CO2 2% et la modification de la composition en tampons du milieu, ont été testés. Les résultats 

obtenus ont pu ainsi être comparés à ceux  de l’étude de Gérin et al. [87], qui rapporte la mise au point du 

milieu pour diatomée d’eau douce utilisé ici, le FDMed. 
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5.1. Sur les paramètres de croissance  
D’après nos résultats (Tableau 3), il semblerait que l’adjonction de CO2 ne permette pas d’augmenter la 

concentration en masse sèche en fin de culture, mais bien  d’arriver à ce maximum plus tôt. Ceci est 

probablement dû au fait que chez les algues cultivées sous CO2 saturant, l’activité photosynthétique, et 

donc la production de sucres nécessaires à la croissance via le cycle de Calvin, n’est plus limitée par la 

disponibilité en CO2, mais bien par l’intensité lumineuse à laquelle les microalgues sont soumises (et qui 

s’avère modérée dans la présente étude) 

Les concentrations biomassiques référencées pour des microalgues productrices de composés bioactifs 

tels que la fucoxanthine et l’EPA peuvent être très variables. Nannochloropsis oceanica peut par exemple 

en conditions optimisées arriver à des concentrations de 1,6g.L-1 en photobioréacteur [135], avec 

seulement 0,9g.L-1 pour Nannochloropsis oculata [136]. Chez Nannochloropsis gaditana, Camacho-

Rodríguez et al. [137] ont obtenu une concentration en biomasse maximale de 1,86g.L-1 et chez 

Crypthecodinium cohnii Jiang et Chen ont rapporté une concentration en biomasse allant jusqu’à 3,13g.L-

1 [138]. Dans le même registre, une microalgue d’eau douce étudiée en vue d’optimiser sa production de 

fucoxanthine de l’ordre des Synurales, Mallomonas sp, a montré un contenu en biomasse de 3,75g.L-1 

[139].  

En se focalisant sur le taux de croissance spécifique (µ), Boelen et al. [140] ont  comparé plusieurs 

microalgues productrices d’acides gras polyinsaturés et ont  obtenu respectivement pour Chaetoceros 

brevis, Thalassiosira weissflogii, Pyramimonas sp., Emiliania huxleyi, Fibrocapsa japonica des µ de 0,47j-1, 

0,42j-1, 0,14j-1, 0,34j-1 et 0,44j-1 en conditions de température et de luminosité optimisées. 

Indépendamment du contenu en EPA, on peut se faire une idée de l’efficacité du taux de croissance 

spécifique de S. minima puisque, à l’exception de la condition B (Air / Tris 20mM + PIPES 20mM), toutes 

les autres conditions ont des µ plus importants que ceux rapportés pour ces différentes espèces d’intérêt 

industriel. 

Chez les diatomées étudiées à des fins de production d’EPA ou de fucoxanthine, les gammes de 

concentrations en biomasse rapportées dans la littérature sont très variables selon les conditions 

d’optimisation des cultures. Tout dépend, d’abord,  de l’objectif de la production, car différentes stratégies 

existent selon ce qu’on veut faire biosynthétiser à la microalgue.  Ensuite, certains visent la culture en 

photobioréacteurs illuminés par la lumière du jour alors que d’autres vont préférer utiliser des lumières 

artificielles calibrées. La diatomée marine modèle, Phaeodactylum tricornutum, montre des contenus en 

biomasse allant de 1,56g.L-1 (CO2 1% (v/v) ; 1,7mM de nitrate, 120 µmolphotons.m-2.s-1) à 4,1g.L-1 (CO2 1% 
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(v/v) ; 14,5mM de nitrate, 300 µmolphotons.m-2.s-1) en phototrophie [114,141,142], mais l’incroyable 

concentration de 25,4 g.L-1 de biomasse a pu être atteinte en mixotrophie (glycérol 1% ; photobioréacteur 

en extérieur) [143]. Pour d’autres organismes, il semble possible, toujours en jouant sur la concentration 

en nitrate, mais aussi sur l’intensité lumineuse, d’obtenir des concentrations en biomasse un peu plus 

élevées comme c’est le cas pour Odontella aurita. En photobioréacteur bullé en colonne, Xia et al. [28] ont 

atteint une biomasse de 6,36g.L-1 (CO2 1% (v/v) ; 18mM de nitrate, 300 µmolphotons.m-2.s-1). On se rend 

compte que la plupart du temps, les contenus biomassiques les plus élevés sont obtenus notamment à 

l’aide d’un air enrichi en CO2, ce pourquoi nous avons voulu expérimenter une telle supplémentation sur 

S. minima.  

Cela n’a rien d’étonnant car, comme déjà largement référencé dans la littérature, le manque de CO2 

devient vite un facteur limitant dans une culture dont la biomasse commence à s’élever . L’enrichissement 

en dioxyde de carbone avec des taux plus élevés que ceux contenus dans l’atmosphère permet de 

s’affranchir de toute limitation en carbone inorganique, la lumière devenant alors le facteur limitant de la 

photosynthèse (review de [31]). Ceci étant dit, on remarque aussi, pour les raisons de limitation de lumière 

évoquées, que les exemples cités utilisent le plus souvent des intensités lumineuses plus importantes que 

dans notre cas, leur permettant probablement d’augmenter l’activité photosynthétique, et donc les 

produits du cycle de Calvin et la croissance cellulaire. Alors qu’en début de culture de telles intensités 

pourraient être trop fortes et induire une photoinhibition chez l’algue, la tendance s’inverse en fin de 

culture quand la biomasse est très importante et que les cellules commencent à faire de l’ombre à leurs 

congénères (effet écran). Cependant, des études sur Thalassiosira pseudonana ont montré qu’une 

augmentation de la pression partielle en CO2 augmentait bien la croissance de manière significative, mais 

qu’additionnée à une intensité lumineuse saturante ils apercevaient un effet inhibiteur [144,145].  Il  aurait 

été intéressant de réaliser des expériences de photosynthèse sur S. minima afin de démontrer que 

l’activité photosynthétique était accrue avec un air enrichi en CO2, et qu’à ce moment-là c’était la lumière 

qui devenait limitante. Malheureusement à cause des conditions exceptionnelles liées à la crise du Sars-

Cov2, cela n’a pas été possible.  

Un autre paramètre montrant beaucoup d’importance pour la croissance cellulaire mais aussi la 

production de biocomposants est la concentration en nitrate dans le milieu [146–148]. Même s’il a été 

prouvé que des concentrations élevées en nitrates favorisent une concentration élevée en biomasse chez 

les diatomées P. tricornutum [141] et O. aurita [28], d’autres auteurs ont préféré une stratégie de fed-

batch ayant également fait ses preuves. Xia et al. [32] ont su optimiser la croissance cellulaire mais 
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également la production d’EPA (6,01mg.gDW-1 ; 9,37mgEPA.L-1.j-1) en commençant la culture avec 18mM de 

nitrates puis en y ajoutant 6mM supplémentaires aux jours 3, 7 et 11 afin d’éviter une carence empêchant 

la progression de la culture [146].  

Ces exemples nous confortent dans l’idée que S. minima, cultivée dans le milieu FDMed, est apte à 

rivaliser, en regard de ses facultés d’accumulation de la biomasse, avec les microalgues exploitées pour 

leurs acides gras poly-insaturés et la fucoxanthine ne faisant pas partie de l’ordre des Bacillariales, mais 

entrant aussi dans les gammes répertoriées pour les diatomées marines. Étant d’eau douce, la diatomée 

étudiée dans ce mémoire présente un avantage d’un point de vue commercial (milieux de culture moins 

onéreux et évitement des problèmes de corrosion) et montre des contenus en biomasse intéressants 

(jusqu’à 1,71g.L-1 après seulement 7 jours). Puisque productrice efficace de fucoxanthine, mais également 

d’EPA en présence de CO2 2% (v/v), nous allons discuter l’intérêt de sa culture par rapport à celle d’algues 

communément utilisées pour la production de ces biocomposants.  

5.2. Sur la production de fucoxanthine  
La fucoxanthine possède des vertus indéniables déjà expliquées dans l’introduction de ce travail, telles 

qu’une activité antioxydante, antitumorale et anti-inflammatoire [65,68,78]. Á l’heure actuelle, ce sont 

majoritairement les algues brunes qui sont à la base de la production du pigment pour sa 

commercialisation. On recense pour celles-ci des taux cellulaires variables mais généralement bas par 

rapport à ce qui peut se faire chez les diatomées. En effet, le contenu en fucoxanthine par gramme de 

masse sèche est généralement situé entre 0,1 à 5 mg.gDW-1 chez les algues brunes. On peut citer par 

exemple les espèces Undaria pinnatifida, Laminaria japonica, Nizamuddinia zanardinii, Cystoseira indica, 

Sargassum muricum, ou encore Petalonia binghamiae pour lesquelles c’est le cas [80–82,149,150].  

En opposition, les diatomées, selon les espèces et les conditions, montrent des taux bien plus élevés. On 

a référencé par exemple 4,92mg.gDW-1 pour Nitzschia sp (0,9mM de nitrate ; 30 µmolphotons.m-2.s-1), 

5,25mg.gDW-1 pour Chaetoceros calcitrans (23mM de nitrate), 10,3mg.gDW-1 pour Phaeodactylum 

tricornutum (CO2 1% (v/v) ; 18mM de nitrate, 300 µmolphotons.m-2.s-1), ou encore 18,5mg.gDW-1 pour 

Odontella aurita cultivée en photobioréacteur bullé en colonne (CO2 1% (v/v) ; 18mM de nitrate, 300 

µmolphotons.m-2.s-1) [28,141,151,152]. 

Les concentrations en fucoxanthine par gramme de masse sèche que nous obtenons sont respectivement 

de 12,57 ; 7,08 ; 6,91 et 6,37 mg.gDW-1 pour les conditions A (Air / Tris 10mM), B (Air / Tris 10mM + PIPES 

20mM), C (CO2 2% / Tris 10mM) et D (CO2 2% / Tris 20mM + PIPES 20mM)(Fig. 18). On se trouve donc bien 
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dans les intervalles de valeurs retrouvés dans la littérature. Ce qu’il y a d’étonnant c’est que la 

concentration biomassique en fucoxanthine montre un maximum pour toutes les conditions en début de 

culture, avant de décroître en milieu de culture puis de remonter aux alentours des 4 mg.gDW-1 pour les 

conditions B (Air / Tris 10mM + PIPES 20mM), C (CO2 2% / Tris 10mM) et D (CO2 2% / Tris 20mM + PIPES 

20mM)(Fig. 18). Le même genre de tendance a été observé chez P. tricornutum et C. fusiformis en en 

présence d’un air enrichi en CO2 1% [114]. Bien que les études précises sur l’impact d’une supplémentation 

en CO2 sur la production de fucoxanthine soient rares, il semble que ce paramètre n’affecte pas sa 

concentration par gramme de biomasse sèche chez P. tricornutum [153]. 

En revanche, l’intensité lumineuse exerce, elle, une influence majeure sur la production de fucoxanthine. 

Des articles sur le sujet montrent que chez P. tricornutum et C. fusiformis, tout comme chez une autre 

microalgue productrice de la classe des Synurophyceae, Mallomonas sp., une faible intensité lumineuse 

(maximum à 30µmolphotons.m-2.s-1) induit une augmentation de la concentration biomassique des 

microalgues en fucoxanthine [114,139,153]. Sur base de ces constatations émettons l’hypothèse qu’en 

début de culture, la teneur en fucoxanthine est élevée du fait que les diatomées proviennent d’une 

préculture où la densité cellulaire est plus importante et la luminosité faible (par effet écran), ce qui cause 

un accroissement de la teneur en fucoxanthine chez les algues. Une fois les algues mises en culture à faible 

densité cellulaire sous une intensité lumineuse accrue (100µmolphotons.m-2.s-1), leur contenu en 

fucoxanthine aurait subi une décroissance par suppression dudit effet écran. Ce dernier, avec le gain en 

biomasse, aurait fini par se réitérer, réduisant ainsi la quantité de photons excitateurs parvenant jusqu’aux 

microalgues et causant une augmentation de la teneur en fucoxanthine.   

On remarque que c’est la condition contrôle (A : Air / Tris 10mM) qui obtient le palmarès de la plus haute 

teneur cellulaire en fucoxanthine, et ce, de manière significative (p < 0,02) en début de culture (jour 2)(Fig. 

4). Cette teneur ne va néanmoins cesser, par la suite, de décroître au cours du temps pour atteindre le 

minimum de 4 mg.gDW-1 commun à toutes les conditions. Il est surprenant de constater que le profil de 

la courbe obtenue pour la condition A se présente comme l’exact inverse de celle qui caractérise les trois 

autres conditions, pour lesquelles nous avions noté une décroissance initiale rapide vers un minimum 

suivie d’une ré-augmentation lente de la teneur en fucoxanthine. Cette divergence de comportement 

physiologique, particulière à la combinaison Air et Tris 10 mM,  est remarquable et ne peut pas être 

expliquée sur base de nos seuls résultats.  

Les concentrations maximales en fucoxanthine atteintes lors de ce travail varient selon les conditions : 

nous obtenons des valeurs de 7,64 , 3,98 , 6,57 et 4,01 mg.L-1 pour les conditions A (Air / Tris 10mM), B 
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(Air / Tris 10mM + PIPES 20mM), C (CO2 2% / Tris 10mM) et D (CO2 2% / Tris 20mM + PIPES 

20mM),respectivement (Fig. 16). Bien que les deux valeurs les plus hautes, attribuées aux conditions A et 

C  ne soient pas significativement différentes (p > 0,2), on remarque (Tableau 3) que le maximum est 

atteint plus rapidement dans la condition C, probablement grâce à la disponibilité plus élevée en carbone 

inorganique. Bien que cet enrichissement n’influence pas la quantité de fucoxanthine produite [156, cette 

étude], il est connu pour accroître le taux de croissance spécifique et donc l’arrivée précoce de la phase 

plateau. Ce gain rapide de biomasse par rapport à la condition contrôle A (Air / Tris 10mM) représente un 

avantage indéniable qui se traduit par une productivité significativement plus élevée de la condition C (CO2 

2% / Tris 10mM) (1,29 mg.L-1.j-1 contre 0,86 mg.L-1.j-1 pour la condition A) (Fig. 17). En comparant notre 

meilleure productivité avec ce que l’on trouve en conditions optimisées dans la littérature, on se rend 

compte que des valeurs bien supérieures sont répertoriées pour Odontella aurita : 7,96  mgFuco.L-1.j-1 (CO2 

1% (v/v) ; 18mM de nitrate, 300 µmolphotons.m-2.s-1) en photobioréacteur [28]. Ces résultats sont 

intéressants car ils indiquent qu’en modulant d’autres paramètres environnementaux tels que l’intensité 

lumineuse et la concentration en nitrate, nous pourrions encore bien davantage améliorer la production 

de fucoxanthine chez S. minima dans le milieu FDMed, de manière à atteindre les rendements obtenus 

avec les diatomées marines en conditions optimisées. 

5.3. Sur la production d’EPA 
L’EPA est majoritairement commercialisé sous la forme de compléments alimentaires à base d’huile de 

poissons gras. De manière générale, les poissons montrent des contenus en EPA allant de 0,6 mg  par 

gramme de chair pour la morue à 9 mg pour le maquereau, qui appartient à la famille de ces poissons dits 

« gras » [88]. A cause des problèmes environnementaux liés à la surpêche, les microalgues productrices 

d’EPA, dont les diatomées font partie, ont été ces dernières années massivement étudiées dans l’optique 

de fournir une source d’EPA alternative qui serait industriellement compétitive. Trois diatomées marines 

sont d’ores et déjà exploitées à cette fin, à savoir Phaeodactylum tricornutum, Nitzschia laevis et Odontella 

aurita qui présentent des teneurs biomassiques en EPA de 10 à 50 mg.gDW-1 selon la souche, le système 

de culture et le fait que les conditions opératoires aient ou non été optimisées [32,114–117]. 

Il est intéressant de noter que cultiver S. minima sous un air enrichi en CO2 2% améliore sensiblement les 

paramètres de production d’EPA en comparaison de ceux qui sont observés sous air (présente étude et 

Gérin et al. [87]). Sous CO2 2%, nous enregistrons des teneurs maximales en EPA de 9,68 (Tris 10 mM) et 

13,82 mg.gDW-1 (Tris 20 mM + PIPES 20 mM) (Fig. 22) surpassant les valeurs obtenues par Gérin et al. [87] 

avec N. palea, qui dans la condition contrôle (A : Air / Tris 10 mM) s’était avérée meilleure productrice 
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d’EPA que sa consoeur. Un effet similaire a déjà été démontré chez P. tricornutum, à savoir un doublement 

la teneur biomassique en EPA lorsque les algues sont cultivées sous CO2 5% [154], même si d’autres études 

ont quant à elles révélé l’inverse, soit que cultiver l’algue sous CO2 5% réduit la teneur biomassique en EPA 

[155]. Il a également été montré que la diatomée Chaetoceros brevis ne semble pas affectée par la 

concentration du carbone inorganique dans le milieu [36]. L’hypothèse que la régulation du contenu en 

EPA par le CO2 est spécifique non seulement de l’espèce de diatomée considérée, mais également de la 

souche nous semble plus que fondée en regard de ces différents résultats. 

Une observation remarquable, lorsque l’on compare le graphique de l’évolution de la biomasse (Fig. 9) 

avec celui de la teneur algale en EPA (Fig. 22), est de constater que chez les diatomées cultivées sous CO2 

2% (conditions C et D), cette teneur continue d’augmenter après l’arrêt de la croissance, alors que les 

nutriments, et notamment le nitrate, sont totalement épuisés (Fig. 15). L’azote est un macroélément qui 

entre dans la composition de classes très variées de macromolécules biologiques et s’avère d’une 

importance majeure pour la croissance des microalgues. Des fluctuations de la nature et de la 

concentration en azote dans l’environnement sont connues pour altérer l’état physiologique des 

microalgues, et par là même leur contenu cellulaire en carbohydrates, protéines, lipides, pigments et 

métabolites secondaires [156]. En particulier, de nombreuses études se sont focalisées sur les effets d’une 

limitation en azote dans le milieu sur le métabolisme des microalgues, étant donné la prévalence de ce 

stress environnemental dans certains écosystèmes et son intérêt bioindustriel. Il est en effet bien connu 

que la carence en azote induit, chez la plupart des microalgues, un accroissement de la biosynthèse des 

lipides se traduisant par une augmentation du pourcentage massique de ladite fraction. Par exemple, une 

étude de Shifrin et Chisholm [157] rapporte qu’une privation en azote génère un triplement de la fraction 

lipidique totale chez certaines algues vertes. Dans le même sens, en mixotrophie (1% glycérol) et avec des 

concentrations très basses en nitrates, c’est ainsi que Fernández Sevilla et al. [143] ont atteint 

l’impressionnante productivité de 56 mg.L-1.j-1 d’EPA chez P. tricornutum. Ces données sont en accord avec 

l’observation que dans la présente étude, la teneur biomassique en EPA est accrue en fin de culture, 

lorsque l’azote est totalement épuisé, chez S. minima cultivée sous CO2 2% (Fig. 15, Fig. 22). Si les cultures 

sous air avaient été poursuivies plus avant (le temps de laisser les cellules s’adapter à la carence en azote), 

nous pouvons émettre l’hypothèse qu’un tel accroissement de la teneur biomassique en EPA aurait 

également pu être observé.  

Bien qu’en termes de productivité et de concentration volumétrique maximale, nous n’ayons pas obtenu 

des valeurs aussi intéressantes que les meilleures recensées dans la littérature, la présente étude nous 
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donne des pistes pour pousser plus en avant les investigations, notamment en regard des résultats relatifs 

à l’influence de la culture de S. minima sous CO2 2% et de la carence en azote sur la croissance algale ainsi 

que sur la productivité et la teneur biomassique en EPA.  
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6. Conclusion et perspectives 
Nous avons vu que l’enrichissement de l’air de nos cultures avec du CO2 2% permettait d’accélérer 

fortement la production de biomasse chez la diatomée d’eau douce Sellaphora minima. Il en résultait, 

pour la condition C principalement (CO2 2% ; Tris 10mM), une productivité ainsi qu’une concentration 

volumique maximale relativement importante d’EPA et de fucoxanthine par rapport aux autres conditions, 

le tout dans un laps de temps réduit. Malgré tout, nous sommes loin d’atteindre les taux référencés dans 

la littérature pour les espèces marines qui ont fait l’objet de travaux d’optimisation approfondis, surtout 

en ce qui concerne la production d’EPA.  Cette étude pourrait donc donner suite à diverses expériences 

qui nous permettraient d’améliorer les conditions de croissance et la production de biocomposants par 

des diatomées d’eau douce.  

En ce qui concerne le CO2, il pourrait être intéressant de mesurer la cinétique de croissance de S. minima 

sous différentes concentrations de CO2 afin de définir exactement laquelle pourrait induire la plus rapide 

et la plus importante accumulation de biomasse. Ce type d’expérience a déjà été réalisé à de nombreuses 

reprises et démontre à quel point les taux optimaux peuvent être variable selon les espèces étudiées, mais 

également selon les composés que l’on désire produire [154,158].  

En ce qui concerne la fucoxanthine, puisque nous avons remarqué que la supplémentation en CO2  en fait 

baisser la teneur biomassique, nous pourrions envisager un processus de culture en deux étapes : 

premièrement, une phase de croissance sous CO2 2% qui permettrait d’emmagasiner de la biomasse, et 

deuxièmement une phase d’accumulation de fucoxanthine sous air, durant laquelle la croissance serait 

attendue comme quasiment nulle (au vu de l’important effet écran à ces fortes densités cellulaires) mais 

où la teneur biomassique en fucoxanthine augmenterait très fortement. En passant à un mode de culture 

fed-batch pour réapprovisionner le milieu en N, Si et P lorsqu’ils arrivent à épuisement, il pourrait 

éventuellement s’avérer possible, lors de la première phase, d’atteindre des densités cellulaires bien 

supérieures à celles obtenues dans la présente étude. Cette possibilité de feed des cultures vaut aussi pour 

la production de biomasse dans le contexte de la biosynthèse d’EPA, et nous estimons à cet égard qu’elle 

pourrait grandement en améliorer les rendements. 

En faisant fluctuer l’intensité lumineuse, il pourrait s’avérer possible de promouvoir la production de 

biomasse et des composés d’intérêt Nous pourrions, par exemple, soumettre les microalgues à une 

intensité lumineuse modérée (120 µmolphotons.m-2.s-1) de manière à promouvoir la croissance, avant de les 

faire redescendre à 30 µmolphotons.m-2.s-1 (intensité considérée comme faible) de manière à promouvoir la 
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biosynthèse des molécules d’intérêt. Cette manœuvre a permis à Wang et al. [114] de faire produire à P. 

tricornutum des concentrations volumiques d’EPA et de fucoxanthine particulièrement importantes (62,6 

mg.L-1 d’EPA et 8,32 mg.L-1 de fucoxanthine).  

Une autre stratégie pourrait être de tester différentes concentrations en nitrates, ce paramètre étant 

connu pour moduler non seulement la croissance cellulaire, mais également le contenu en EPA et en 

fucoxanthine des cellules. Un cas intéressant est celui d’O. aurita, montrant une production accrue d’EPA 

lorsqu’on ajoute, selon une méthode de fed-batch que nous pourrions envisager, de petites doses de 

nitrates régulièrement plutôt qu’une dose importante unique en début de culture [32]. En outre, pourquoi 

ne pas tester différentes sources d’azote en vue d’accroître la croissance et la production de lipides ? Á 

titre d’exemple, l’algue verte Chlorella sorokiniana porte un intérêt particulier à l’ammonium lorsqu’il 

s’agit d’accumuler des acides gras [159]. Un autre exemple concerne l’enrichissement du milieu de 

croissance par des formes d’azote organique  plus communément utilisées en culture bactérienne, les 

peptones et les extraits de levure. Il a été démontré que la culture mixotrophe de P. tricornutum en 

présence de ces composés amplifie significativement, par rapport à la condition autotrophe, la croissance 

et la production de lipides (dont EPA), protéines et carbohydrates totaux tout en augmentant également 

la concentration volumique en fucoxanthine [160].   

Certains chercheurs se sont penchés sur la modification des conditions de température au cours de la 

culture de P. tricornutum. Ils sont parvenus à améliorer la teneur en EPA des cultures en plaçant ces 

dernières, une fois la biomasse efficacement accumulée, à 10°C au lieu de 25°C pendant 10h (stratégie de 

culture en deux étapes) [115]. Toutes nos expériences ont été menées à 25°C, température généralement 

idéale pour la croissance des diatomées des milieux tempérés, mais il n’est pas exclu que l’optimum de S. 

minima se situe en léger décalage [161–163].  

Alors que ce mémoire s’est focalisé sur la culture des diatomées en phototrophie, il a été démontré que 

leur culture en mixotrophie avait un avenir prometteur. Comme cité précédemment, l’impressionnante 

productivité de 56 mg.L-1.j-1 d’EPA a été atteinte en mixotrophie pour P. tricornutum avec l’ajout de 0,1% 

de glycérol dans le milieu [143].  En outre, avec des conditions de cultures similaire additionnées de 5 g.L-

1 de glucose en mixotrophie, N. laevis est capable de produire, en termes de concentration volumique, 

jusqu’à 7-fois plus d’EPA qu’en phototrophie, et ce pour une productivité près de 3-fois supérieure [117]. 

Une perspective d’étude ultérieure pourrait donc être de tester différentes sources de carbone en 

mixotrophie en vue d’améliorer la croissance de S. minima ainsi que son contenu en EPA.  
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Enfin, une approche de modification génétique pourrait aussi être envisagée. Chez P. tricornutum, des 

chercheurs se sont penchés sur le gène dxs codant pour une 1-deoxy-D-xylulose 5-phosphate synthase. 

Cette enzyme est impliquée dans la voie de biosynthèse des isoprénoïdes, et est connue pour favoriser la 

biosynthèse des β-carotènes  lorsqu’elle est surexprimée chez divers organismes comme le plant de 

tomate [164] ou Escherichia coli [165]. Á l’aide de plasmides d’expression, ils ont intégré dans le génome 

de la diatomée de nombreuses copies de ce gène qui était transcriptionnellement surexprimé une fois les 

cultures transférées de l’obscurité à la lumière. Ils ont ainsi pu obtenir des taux cellulaires en fucoxanthine 

2,5-fois supérieurs par rapport à la souche sauvage, de l’ordre de 24mg.gDW-1 [166]. Á l’avenir, si les 

diatomées d’eau douce s’avèrent efficace pour la production de ces biocomposants, nous pourrions 

imaginer nous baser sur les travaux de caractérisation des voies de biosynthèse de l’EPA et de la 

fucoxanthine dans le but de générer des souches transgéniques capables d’en produire davantage.   

En conclusion, les expériences menées dans le cadre de ce mémoire offrent de nombreuses pistes 

d’optimisation des conditions de culture qui pourraient placer la diatomée d’eau douce Sellaphora minima 

comme une candidate potentielle, au même titre que ses consoeurs marines, pour la production à grande 

échelle d’EPA et de fucoxanthine.  
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