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Introduction et enjeux 

1.1 Les bioproduits, une industrie d’avenir pour l’Europe. 

L’Union Européenne est fortement dépendante de l’import de produits pétroliers pour fabriquer 

des biens de consommations courants. Selon la Commission Européenne, le développement de 

produits à partir de ressources renouvelables possédant un fort potentiel de croissance pourrait 

rendre plus soutenable l’économie tout en réduisant la dépendance de l’Europe aux produits 

fossiles (Sodhi et al. 2022). Selon le rapport présenté dans la référence ci-contre (Spekreijse 

Luxembourg), le marché des molécules bio-sourcées peut être structuré en dix catégories de 

molécules : les molécules plateformes, les solvants, les polymères pour les matières plastiques, 

les peintures et encres, les surfactants, les cosmétiques, les adhésifs, les lubrifiants, les plastifiants 

et les fibres. 

Les molécules bio-sourcées sont déjà fortement utilisées dans le marché des surfactants (50 %) 

et des cosmétiques (44 %). Pour autant, de nombreux autres produits comme les molécules 

plateformes (0,3 %) ou les polymères pour le plastique (0,4 %) sont encore majoritairement 

synthétisés à partir de ressources fossiles. Bien que la part totale des produits issus de la biomasse 

soit encore faible dans de nombreux secteurs, en 2020 la prévision de croissance pour certains 

marchés comme les molécules plateformes semble prometteuse. En effet, la Commission 

Européenne prévoit dans son rapport une croissance nette annuelle de 10 % pour ce secteur 

jusqu’à 2025 (Spekreijse Luxembourg). 

Dans ce contexte IFP Énergies Nouvelles cherche à développer un bioprocédé pour la production 

butanol et d’isopropanol à partir de ressources renouvelables. Le butanol et l’isopropanol 

peuvent en effet être employés à la synthèse de nombreuses autres molécules et peuvent donc 

être définis comme des molécules plateformes (Cheng et al. 2019; Avérous 2019). 

1.2 Le marché de l’isopropanol et du butanol. 

Environ 2,8 MT de butanol sont produites chaque année dans le monde. Le marché mondial est 

estimé à 5,7 Md$ par an, avec une croissance annuelle de 4,7 % en moyenne (Mark Mascal 2012; 

Green 2011). Les esters et éthers formés à partir du n-butanol sont utilisés en tant que solvants 

dans l’industrie. Par exemple, l’acétate de butyle, produit par estérification de l’acide acétique 

avec le butanol, est un solvant utilisé dans la fabrication des encres et des peintures. Il représente 

16 % du marché final du butanol en volume. Les butyles glycols éthers sont produits, quant à eux, 

par la réaction du butanol avec l’oxyde d’éthylène et représentent 27 % du marché total du 

butanol. Enfin, les esters de butyle représentent la plus grande utilisation en volume (44 % du 

volume du marché) (Mark Mascal 2012). 
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En ce qui concerne l’isopropanol, il peut être valorisé en propylène (aussi connu sous le nom de 

propène) après avoir été déshydraté. En effet, cette molécule est le deuxième synthon le plus 

produit en volume après l’éthylène. Actuellement, cette molécule est produite par voie chimique, 

et plus particulièrement par les procédés de FCC (Fluidized Catalytic Cracking) et de vapocraquage 

afin de valoriser les parties les plus lourdes des bruts pétroliers (Kim et al. 2019). Ce monomère 

est polymérisé par la suite en polypropylène, un matériau employé dans de nombreux secteurs. 

Il est également employé pour la fabrication d’oxyde de propylène, un précurseur à la synthèse 

de polyuréthane, ainsi qu’en cumène, molécule entrant dans la synthèse du benzène. En 2014, 

100 MT de propylène ont été produites dans le monde, dont 12,7 MT en Europe. Le prix à la tonne 

était alors de 1000€/T. 

Les molécules issues de la biomasse sont en règle générale mieux adaptées à des produits à plus 

fortes valeurs ajoutés , car ces dernières sont plus coûteuses à synthétiser (Gu et al. 2011). Ce 

coût élevé peut être expliqué par les modes de production particuliers de ces molécules. 

1.3 Les bioprocédés pour la production de molécules pour l’industrie chimique 

La production de molécules issues de la biomasse peut s’effectuer de plusieurs manières. Parmi 

celle-ci, la transformation de matière organique par des microorganismes a été particulièrement 

étudiée et employée à l’échelle industrielle pour la production de nombreuses molécules (acide 

lactique, éthanol, gomme xanthane, surfactants etc.) (Koutinas et al. 2014). En effet, ces types de 

procédés permettent la catalyse de nombreuses réactions chimiques à faible température et à 

basses pressions et sont plus économes en énergie comparés aux procédés pétrochimiques. 

Certaines souches bactériennes ont été utilisées à partir du XXème siècle afin de synthétiser un 

mélange de butanol, d’acétone et d’éthanol à partir d’amidon (Jones et al 1986). Toutefois, 

l’acétone et l’éthanol sont des coproduits moins valorisables que le butanol, car en trop forte 

concurrence avec des équivalents pétro-sourcés. D’autres souches bactériennes sont capables de 

synthétiser du butanol, de l’isopropanol et des traces d’éthanol à partir de sucres simples, on 

parle alors de fermentation IBE. Ce sont ces dernières qui sont alors employées afin de synthétiser 

un mélange de butanol et d’isopropanol à partir de ressources renouvelables. 

Ce type de procédé possède toutefois des limitations. Les procédés microbiologiques sont 

souvent opérés de manière discontinue afin de maîtriser la stérilité du procédé. Ce mode de 

conduite engendre de forts coûts de purification causés par des concentrations finales faibles en 

produits (Sodhi et al. 2022). Les fermentations ABE et IBE possèdent encore des limitations 

structurelles qui freinent leur développement à l’échelle industrielle (Patakova et al. 2013). En 

effet, le butanol produit possède un fort effet inhibiteur sur la croissance des bactéries ce qui 

limite la productivité du procédé lorsque ce dernier est opéré en batch. Tous ces verrous rendent, 
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pour le moment, les coûts de production prohibitifs pour une industrialisation (dos Santos Vieira 

et al. 2019). 

1.4 Le projet IBIS 

Le projet de recherche IBIS a été développé avec l’objectif de lever les verrous technologiques qui 

freinent la compétitivité des procédés de production de butanol et d’isopropanol biosourcés. Ce 

projet de recherche comporte un axe focalisé sur l’amélioration de la productivité du procédé en 

employant un mode de conduite innovant : La fermentation continue à cellules immobilisées. En 

effet, le procédé et la conception de nouveaux bioréacteurs peuvent permettre d’intensifier la 

productivité et ainsi améliorer la compétitivité de la technologie. Bien que ces types de réacteur 

soient employés avec succès à l’échelle laboratoire, de nombreux défis se posent quant à leur 

extrapolation (Qureshi et al. 2005). 

Les recherches déjà effectuées sur le projet IBIS ont permis d’identifier une souche sauvage de 

bactérie qui produit naturellement un mélange de butanol, d’isopropanol et d’éthanol à partir de 

glucose. Un screening de différents matériaux a également été réalisé et a permis d’identifier un 

solide support adapté pour le développement d’un biofilm par cette souche. Des premiers essais 

de fermentations continues à cellules immobilisées ont permis d’obtenir des performances du 

procédé plus élevées que des fermentations continues à cellules libres. Les productivités 

maximales ont été atteintes en employant le bioréacteur colonne avec recirculation. Ce dispositif 

a permis d’atteindre une productivité maximale de 2,5 g.L-1.h-1 à un taux de dilution de 0,2 h-1 

après environ 800 h de fermentation continue. Ces productivités sont 11 fois supérieures à ce qui 

a été obtenu lors des fermentations en batch. 

Toutefois, la vitesse d’accumulation de la biomasse active sur les supports au cours de la 

fermentation continue à cellules immobilisée n’est pas connue dans le procédé développé. Ainsi 

les performances du procédé sont difficilement prédictibles, ce qui complexifie son extrapolation 

à plus grande échelle. Par conséquent, le projet de thèse a été proposé afin de caractériser le 

biofilm formé, pour mieux comprendre l’influence de ce dernier sur les performances des 

fermentations continues à cellules immobilisées. Dans un premier temps une étude 

bibliographique a été réalisée pour mieux comprendre comment s’intègre ce projet de thèse dans 

l’état des connaissances actuelles concernant ce type de fermentation. 
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Chapitre 1 : Étude bibliographique 

1 Les clostridia solvantogènes 

La fermentation A/IBE est effectuée par des bactéries de la branche des firmicutes et plus 

précisément du genre Clostridium. Ce sont des bacilles à Gram positif, anaérobie stricte, motiles 

et sporulantes. Le genre Clostridium comprend plus de 120 espèces, dont plusieurs pathogènes 

tels que C. tetani, C. botulinum ou encore C. difficile. Au sein de ce genre, plusieurs espèces sont 

naturellement productrices de solvants : C. acetobutylicum, C. beijerinckii, C. pasteurianum et C. 

saccharobutylicum sp.nov. (Stefanie Keis, Ranad Shaheen, David T. Jones 2001). Ces dernières 

sont naturellement présentes dans le sol, saprophytes et GRAS (Generally Recognized As Safe). 

 

figure 1 : Photographie de Clostridium beijerinckii P-3 prise au 

microscope électronique à balayage grossissement x20 000 

(Noparat et al. 2011) 

Alors l’organisme modèle étudié chez les souches solvantogènes soit Clostridium acetobutylicum 

(ATCC824) pour la fermentation acétone-butanol-éthanol (ABE), la souche C. beijerinckii 

DSM6423 (anciennement NRRL B-593) fait office de référence pour la fermentation isopropanol-

butanol-éthanol (IBE) et a été choisie dans le cadre de cette thèse (cf. figure 1). Cette dernière a 

la particularité de posséder le gène sadh codant pour une enzyme alcool déshydrogénase 

primaire/secondaire NADPH dépendante. Cette enzyme catalyse la réduction de l’acétone vers 

l’isopropanol, ce qui fait de C. beijerinckii un producteur naturel d’isopropanol (Ismaiel et al. 

1993). Étant donné que de nombreux mécanismes étudiés chez C. acetobutylicum ATCC824 n’ont 

pas fait l’objet d’étude chez C. beijerinckii DSM6423, des références à C. acetobutylicum ATCC824 

seront faites dans les prochaines parties de ce rapport car ces deux souches ont un métabolisme 

très similaire. 



 
Chapitre 1 : Étude bibliographique 

19 
 

1.1 Métabolisme 

Le métabolisme est l’ensemble des réactions chimiques et biologiques qui se déroulent au sein 

d’un organisme. Le schéma simplifié du métabolisme de Clostridium beijerinckii est présenté 

figure 2. 

 

figure 2: Représentation simplifiée du métabolisme des Clostridia solvantogènes (Hocq et al. 2019)  

Dans le cadre de cette thèse, le glucose est utilisé comme source de carbone, bien que les 

Clostridia solvantogènes puissent utiliser, entre autres, du lactose, des pentoses et du glycérol 

comme source de carbone (Patakova et al. 2013). Elles sont également capables de sécréter des 

enzymes sous forme de cellulosomes ou des amylases permettant de dégrader certains 

polysaccharides.  

Le métabolisme de C. beijerinckii est biphasique. En effet, cette souche possède la particularité 

de produire de l’acide acétique ainsi que de l’acide butyrique lors de la phase acidogène qui est 

associée à une phase de croissance exponentielle de la bactérie en batch. Ces acides sont ensuite 

consommés conjointement avec le glucose afin d’être convertis en isopropanol, butanol et en 

éthanol lors d’une seconde phase appelée phase solvantogène. Les mécanismes de ce 

métabolisme particulier sont détaillés dans la partie suivante.  

1.1.1 Catabolisme des hexoses 

Afin de pénétrer dans la cellule, le glucose présent dans le milieu extérieur va passer dans la 

cellule par le système phosphotransférase (Mitchell 2015). Ce système permet sa 

phosphorylation par des enzymes de transport situées sur la membrane plasmique. Le glucose 
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phosphorylé va ensuite suivre la voie de la glycolyse ou voie d’Embden-Merhof-Parnas (EMP) dont 

le rendement est le suivant : 

équation 1-1: 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 + 𝟐 𝐍𝐀𝐃
+ + 𝟒 𝑨𝑫𝑷 + 𝟐 𝑨𝑻𝑷 + 𝟒 𝑷𝒊 = 𝟐 𝒑𝒚𝒓𝒖𝒗𝒂𝒕𝒆 + 𝟐 𝑵𝑨𝑫𝑯+

𝟒 𝑨𝑻𝑷 + 𝟐𝑨𝑫𝑷 + 𝟐𝑷𝒊 + 𝟐 𝑯𝟐𝑶+ 𝟐 𝑯
+ 

La voie de la glycolyse donne comme principal intermédiaire métabolique le pyruvate. Ce dernier 

peut être catabolisé par la souche afin de synthétiser les métabolites finaux de la fermentation. 

Le pyruvate est transformé en acétyl-CoA par une décarboxylation oxydative catalysée par 

l’enzyme pyruvate ferrédoxine oxydoréductase entrainant la production de CO2. L’enzyme passe 

alors de sa forme oxydée à sa forme réduite (Charon et al. 1999). 

La ferrédoxine sous forme réduite peut ensuite suivre deux voies. Cette enzyme peut transférer 

son électron, via une enzyme deshydrogénase, à de l’hydrogène moléculaire, entrainant la 

production de H2 et permettant ainsi à la cellule de gérer l’excès de pouvoir réducteur généré 

pendant la glycolyse. La ferrédoxine réduite peut également transférer son électron aux 

molécules de NADP+ afin de produire du NADPH par la NADPH ferrédoxine oxydoréductase, seul 

moyen pour cette souche de régénérer ce cofacteur. L’acétyl coenzyme A est le métabolite 

central de Clostridium beijerinckii, ce dernier va être principalement transformé dans les voies de 

production de l’acétate et du butyrate pendant l’acidogénèse, à travers les réactions détaillées 

lors de la partie suivante. 

1.1.2 Anabolisme des acides 

L’acétyl-CoA peut être utilisé pour synthétiser de l’acétate-phosphate. Ce dernier sera 

déphosphorylé par l’acétate kinase afin de donner de l’acétate et de l’ATP. Le rendement à partir 

du glucose est exprimé dans l’équation 1-2 ci-dessous : 

équation 1-2 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 + 𝟐𝑯𝟐𝐎 + 𝟐𝐀𝐃𝐏 + 𝟐𝑷𝒊 = 𝟐 𝐂𝟐𝑯𝟒𝑶𝟐 + 𝟐𝑪𝑶𝟐 + 𝟒 𝑯𝟐 + 𝟐𝑨𝑻𝑷 

La production d’acétate est la voie qui présente le plus grand rendement énergétique pour la 

cellule, puisque, combinée à l’énergie libérée lors de la glycolyse, la cellule génère 4 molécules 

d’ATP pour une molécule de glucose consommée. 

Deux molécules d’acétyl-CoA peuvent également être condensées par une enzyme de type 

thiolase en acétoacétyl-CoA, puis suivre une série de réductions catalysées par la β-

hydroxybutyryl-CoA deshydrogénase, la crotonyl-CoA puis la butyryl-CoA deshydrogénase afin de 

donner le butyryl-CoA. Il est à noter que cette étape oxyde deux molécules de NADH en NAD+ 

(Hartmanis and Gatenbeck 1984; Sommer et al. 2013). Le butyryl-CoA va être ensuite 

déphosphorylé de la même manière que l’acétyl-phosphate afin de donner du butyrate et de 
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l’ATP. L’équation bilan de la réaction à partir du glucose peut être décrite selon la relation suivante 

: 

équation 1-3 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 + 𝐀𝐃𝐏 + 𝑷𝒊 + 𝟐 𝐍𝐀𝐃𝐇+= 𝐂𝟒𝑯𝟖𝑶𝟐 + 𝑨𝑻𝑷 + 𝟐𝑪𝑶𝟐 + 𝟐𝑯𝟐 +

𝟐𝑵𝑨𝑫+ 

L’anabolisme du butyrate permet de générer 3 molécules d’ATP à partir d’une molécule de 

glucose ce qui est moins efficace d’un point de vue énergétique que la synthèse de l’acétate. 

Néanmoins, la synthèse de butyrate permet de palier à l’excès de pouvoir réducteur généré 

pendant la glycolyse, en générant du NAD+, ce qui explique son utilité d’un point de vue 

métabolique. La production de solvants peut être effectuée directement à partir de glucose ou 

conjointement avec la ré-assimilation des acides produits comme expliqué ci-dessous. 

1.1.3 Production de solvants à partir de glucose 

Lors de la solvantogenèse, les enzymes propres à cette phase (alcool deshydrogénase adhE1, 

adhE2 ainsi que ctfAB) sont produites par la bactérie et l’acétyl-CoA va être utilisé d’une manière 

différente que lors de l’acidogénèse (Wiesenborn et al. 1989; Yoo et al. 2016). En effet, ces 

enzymes catalysent la transformation de l’acétyl-CoA vers l’éthanol, mais également du butyryl-

CoA vers le butyraldéhyde et enfin vers le butanol. La stœchiométrie de la synthèse du butanol à 

partir du glucose est décrite dans l’équation ci-dessous. 

équation 1-4 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 = 𝐂𝟒𝑯𝟏𝟎𝑶+ 𝟐𝑪𝑶𝟐 +𝑯𝟐𝑶 

L’acétoacétyl-CoA est, quant à lui, converti en acétoacétate à l’aide de l’enzyme ctfAB. 

L’acétoacétate ainsi obtenu est converti en acétone grâce à une acétoacétate décarboxylase, ce 

qui engendre le dégagement d’une mole de CO2 pour chaque mole d’acétone produite. L’acétone 

a la particularité d’être réduite encore une fois en isopropanol par une enzyme alcool 

déshydrogénase secondaire (s-adh) NADPH dépendante présente chez C. beijerinckii (Dürre et al. 

1995). La stœchiométrie de la synthèse de l’isopropanol à partir du glucose est décrite dans 

l’équation ci-dessous. 

équation 1-5 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 +𝑯𝟐𝐎 = 𝐂𝟑𝑯𝟖𝑶 + 𝟑𝑪𝑶𝟐 + 𝟑 𝑯𝟐 

1.1.4 Consommation des acides organiques vers la production des solvants 

Un deuxième mécanisme survient lors du changement de métabolisme de C. beijerinckii puisque 

les acides présents dans le cytoplasme peuvent être de nouveau assimilés afin d’être convertis en 

solvants par la voie des enzymes CoA transférase, ctfA et ctfB. Le butyrate ainsi que l’acétate 

peuvent donc être assimilés afin de donner de l’acétyl-CoA et du butyryl-CoA. D’après. (Jones et 

al 1986), les acides sont reconsommés et utilisés en tant que co-substrat conjointement avec le 
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glucose pour former le butanol, l’éthanol et l’isopropanol (Lütke-Eversloh and Bahl 2011). La 

consommation de l’acétate peut donc être décrite selon l’équation suivante. 

équation 1-6 : 𝟐 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 + 𝟐 𝐂𝟐𝑯𝟒𝑶𝟐 = 𝟐 𝐂𝟑𝑯𝟖𝑶 + 𝐂𝟒𝑯𝟏𝟎𝑶+ 𝟔 𝑪𝑶𝟐 + 𝟐 𝑯𝟐 +𝑯𝟐𝑶 

La consommation de butyrate peut, quant à elle être décrite selon l’équation ci-dessous : 

équation 1-7: 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 + 𝐂𝟒𝑯𝟖𝑶𝟐 =  𝐂𝟑𝑯𝟖𝑶+ 𝐂𝟒𝑯𝟏𝟎𝑶 + 𝟑 𝑪𝑶𝟐 +  𝑯𝟐 

C. beijerinckii a donc à sa disposition plusieurs voies métaboliques afin de synthétiser les mêmes 

métabolites de la fermentation. Si le glucose est considéré comme unique source de substrat, 

alors il est possible d’écrire une relation stœchiométrique entre ce dernier et les principaux 

solvants produits lors de la fermentation et en prenant en compte les différentes voies possibles 

: 

équation 1-8 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 = 𝟎. 𝟑 𝐂𝟑𝑯𝟖𝑶 + 𝟎. 𝟔 𝐂𝟒𝑯𝟏𝟎𝑶+ 𝟎. 𝟐 𝑪𝟐𝑯𝟔𝑶 + 𝟐. 𝟑𝑪𝑶𝟐 + 𝟏. 𝟐𝑯𝟐 

Les rendements massiques théoriques pour le butanol, l’isopropanol et l’éthanol à partir du 

glucose sont alors de 0,24 g. g-1, 0,1 g. g-1 et 0,05 g. g-1, respectivement. Toutefois, dans le cas de 

la fermentation IBE avec C. beijerinckii, des traces d’éthanol sont obtenues en fin de fermentation, 

loin des rendements théoriques estimés à partir de l’équation 1-8 précédente. Ceci modifie 

l’équation bilan de la fermentation de la façon suivante : 

équation 1-9 : 𝑪𝟔𝑯𝟏𝟐𝑶𝟔 =  𝟎. 𝟓 𝐂𝟑𝑯𝟖𝑶 +  𝟎. 𝟓 𝐂𝟒𝑯𝟏𝟎𝑶+ 𝟐. 𝟓 𝑪𝑶𝟐 + 𝟏. 𝟓 𝑯𝟐 

Les rendements massiques théoriques limites pouvant être obtenus à partir du glucose sont ainsi 

de 0,16 g.g-1 pour l’isopropanol et de 0,2 g.g-1 pour le butanol. En résumé, le métabolisme 

biphasique de Clostridium beijerinckii lui confère la capacité d’utiliser les acides carboxyliques que 

la souche produit afin de synthétiser des solvants et réoxyder les cofacteurs réduits. L’assimilation 

des acides se fait conjointement avec la consommation de glucose, ce qui rend difficile l’étude de 

la stœchiométrie des réactions du métabolisme par la somme de chacune des réactions détaillées 

au cours des derniers paragraphes. 

1.2 Cycle de vie des Clostridia solvantogènes 

1.2.1 Cycle de vie et production des métabolites principaux 

Comme développé en partie 1.1, le métabolisme de C. beijerinckii est biphasique. Dans un premier 

temps, et lorsqu’elle est cultivée en mode batch, la bactérie produit de l’acide butyrique et de 

l’acide acétique lors des 8 premières heures de la fermentation concomitant à la phase de 

croissance exponentielle. Ce phénomène entraine la baisse du pH du milieu jusqu’à environ 5. 
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Une fois ce seuil atteint, une consommation des acides produits est observée. Ce phénomène est 

corrélé à la production de solvants ainsi qu’au commencement de la sporulation (Máté de 

Gérando et al. 2018). Au bout d’environ 50 h, la fermentation s’arrête à cause de l’inhibition 

causée par le butanol. Dans cette étude, avec la souche DSM6423, les rendements obtenus sur 

glucose sont de 0,34 gsolvantsgglucose consommé
-1 et le titre final en solvants atteint entre 5 et 7 g.L-1 

(Ferreira dos Santos Vieira et al. 2019; Survase et al. 2011). 

1.2.2 Toxicité du butanol 

La membrane plasmique des bactéries est composée d’une bicouche de phospholipides dont les 

têtes polaires sont orientées vers le cytoplasme et le milieu extérieur. Les chaines carbonées 

apolaires se font face. Cette bicouche lipidique est traversée par des protéines membranaires 

jouant un rôle dans le transport des métabolites ou des substrats, vers le milieu extérieur ou vers 

le cytoplasme. En effet, la membrane des bactéries possède une perméabilité sélective 

permettant uniquement le transport de substances solubles ou de petites molécules par diffusion 

vers l’intérieur de la bactérie. Elle joue également le rôle de barrière osmotique. 

La toxicité du butanol intervient sur cette partie de la cellule. En effet, les alcools primaires ont la 

faculté de pouvoir solubiliser les lipides membranaires. Des mécanismes de résistance sont ainsi 

apparus au cours de l’évolution afin de rigidifier la membrane plasmique et ainsi de résister à la 

solvatation. Un mécanisme de résistance observé chez C. acetobutylicum ATCC824 est 

l’augmentation du ratio acide gras saturé/acide gras insaturé (Vollherbst-Schneck et al. 1984). 

Cependant, ce mécanisme de résistance n’a pas été observé chez C. beijerinckii NRRL-B598 

(Lepage et al. 1987). Le butanol a également un effet inhibiteur sur les protéines membranaires, 

en altérant leur structure (Patakova et al. 2018; Sandoval and Papoutsakis 2016). Des études ont 

également été menées sur l’amélioration de la résistance de C. acetobutylicum à des fortes 

concentration (jusqu’à 20 g.L-1) en butanol par ingénierie génétique. Les auteurs ont sur exprimé 

certaines protéines chaperonnes (grOESL, grPE et htpG) qui ont permis un meilleur taux de survie 

après l’ajout de butanol. Toutefois, les mutants obtenus ne produisent pas plus de butanol que 

les souches sauvages (Mann et al. 2012). 

Le butanol possède une toxicité plus importante que l’éthanol ou l’isopropanol. Sa valeur seuil 

d’inhibition est relativement basse. La vitesse maximale de croissance de C. acetobutylicum 

utilisant le glucose comme substrat est réduite de 50 % lorsque la concentration en butanol dans 

le milieu de culture est comprise entre 7,5 g.L-1 et 10 g.L-1 (Ounine K et al. 1985). L’éthanol a un 

effet inhibiteur sur la croissance à partir de 20 g.L-1 pour les bactéries gram positive. Toutefois, C. 

beijerinckii DSM6423 peut tolérer des concentrations en isopropanol pouvant atteindre 35 g.L-1 

lorsqu’elle est cultivée sur boîte de Pétri (Gérando et al. 2016). Bien que la production de butanol 
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ait un fort effet inhibiteur sur la croissance des bactéries, ce dernier intervient afin de palier à la 

toxicité des acides carboxyliques synthétisés lors de la phase de croissance de la bactérie. Les 

effets de ces composés seront donc détaillés dans les prochains paragraphes. 

1.2.3 Toxicité liée à la production des acides carboxyliques. 

Le pH est un élément central pour le métabolisme des bactéries. En effet la structure et l’activité 

des enzymes sont régulées par ce dernier. Une forte baisse du pH intracellulaire (pHi) peut 

dénaturer les enzymes et impacter la physiologie des bactéries (Trček et al. 2015). La bactérie 

maintient une différence de pH entre le milieu extérieur (pHe) et le milieu intracellulaire afin 

d’assurer un gradient électrochimique nécessaire pour une génération d’énergie. La différence 

de pH entre le milieu extérieur et le cytoplasme reste constante malgré la baisse de pHe au cours 

de la fermentation chez C. acetobutylicum (Gottwald and Gottschalk 1985a). 

Or, comme abordé précédemment, les Clostridia solvantogènes produisent des acides lors de la 

phase exponentielle de croissance de la bactérie. Seuls les acides non-dissociés peuvent traverser 

la membrane plasmique des bactéries par diffusion. En outre, si le pHe est supérieur au pKa de 

l’acide produit, alors les acides dans le milieu extérieur sont majoritairement présents sous 

formes dissociées. Or, les acides sous forme non dissociées peuvent diffuser du milieu 

intracellulaire vers le milieu extérieur à travers la membrane plasmique. Ce phénomène évite une 

accumulation d’acides non dissociés dans le cytoplasme. Toutefois, lorsque le pHe baisse, la 

concentration en acides non dissociés dans le milieu extérieur augmente. Dans ce cas, la diffusion 

des acides non dissociés vers le milieu extérieur n’est plus effective, et ces derniers s’accumulent 

dans le cytoplasme. Les bactéries possèdent plusieurs mécanismes afin de réguler le pHi. L’excès 

de proton généré par la production d’acides carboxylique peut être excrété via des pompes 

ATPase dans le milieu extérieur. Cependant, ce processus consomme de l’ATP et freine les autres 

fonctions qui nécessitent de l’énergie comme la division cellulaire (Mitchell 1998). Afin de palier 

au fort pouvoir inhibiteur causé par l’accumulation des acides carboxyliques dans le milieu, les 

clostridia solvantogène ont mis en place une stratégie originale. Ces dernières opèrent une 

bascule métabolique et consomment les acides afin de les transformer en solvants. La baisse de 

la concentration en acide fait remonter le pHe et permet à la souche de survivre assez longtemps 

pour sporuler (Long et al. 1983; Grupe and Gottschalk 1992). 

Le déclenchement de la production des enzymes ctfa et ctfb qui permettent une consommation 

des acides est encore mal compris (Girbal et al. 1995). En effet cette bascule métabolique est 

causée par la phosphorylation d’un facteur de transcription appelé Spo0A. Ce dernier est un 

activateur de la transcription de nombreux gènes responsables de la production de solvants et de 

la sporulation (Ravagnani et al. 2000; Harris et al. 2002). Les phénomènes qui peuvent causer 
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phosphorylation de ce facteur sont à l’étude, mais les pistes de l’accumulation en acides non 

dissociés (Gottwald and Gottschalk 1985b) ainsi que d’une réponse au déséquilibre redox (Girbal 

et al. 1995) ont été avancées. La régulation du pH ainsi que le pH initial du milieu de fermentation 

peuvent donc influer sur le déclenchement du switch métabolique, selon la stratégie de 

régulation choisie (Holt et al. 1984). 

Néanmoins, un phénomène peut venir mettre à mal cette stratégie de détoxification. Dans 

certains cas, la croissance de la bactérie est telle que les acides sont produits trop rapidement par 

rapport à leur vitesse de consommation (Monot et al. 1984). L’augmentation rapide de la 

concentration en acides non dissociés (jusqu’à 57-60mmol.L-1) fait alors chuter le pHi (Maddox et 

al. 2000). Cette chute ne peut pas être compensée par les processus de détoxification classiques. 

Ces phénomènes peuvent être évités en limitant la vitesse de croissance des bactéries lors de la 

phase de production d’acides. Deux phénomènes distincts sont constatés concernant 

l’accumulation des acides dans le milieu de fermentation. D’une part, les crashs acides sont 

observés au cours des fermentations types batch. D’autre part, la part de cellules productrices 

d’acides peut augmenter au fur et à mesure au cours de procédés de fermentation continus. Ce 

phénomène engendre une baisse de pH dans le bioréacteur. Toutefois, ce phénomène est lié à 

une dégénérescence de la souche plutôt qu’à un crash acide (Maddox et al. 2000; Hayashida and 

Yoshino 1990). 

Toutefois, deux phénomènes inhibiteurs sont donc à prendre en compte lors d’un développement 

d’un procédé de fermentation avec ces souches : l’inhibition par les acides et celle par les 

solvants. En effet, la trop forte concentration en acides non dissociés inhibe complétement la 

croissance de la bactérie. Les acides non dissociés peuvent s’accumuler plus rapidement que la 

vitesse à laquelle ils sont consommés pour synthétiser les solvants. En outre, une fois la synthèse 

des solvants enclenchée, la concentration de ces derniers devient rapidement inhibitrice et met 

un terme à la fermentation à cause de son effet sur la fluidité membranaire et sur les protéines 

de la membrane. 

1.2.4 Sporulation 

De plus, lors d’une fermentation en batch, la production de solvants est associée à la sporulation 

des bactéries. Celles-ci commencent à accumuler des réserves sous forme de granulose, un 

polymère composé de glucopyranose branché en α 1-4. Cette accumulation de réserves leur fait 

prendre une forme dite « clostridiale ». Ces dernières se transforment ensuite en pré spore, puis 

en endospore, avant que les parois soient complétement lysées afin de libérer la spore mature 

(cf. figure 3) (Dürre 2005). En parallèle, l’autolyse des cellules inactives chez C. acetobutylicum 

ATCC824 a été observée à la fin de la phase de croissance exponentielle (Liu et al. 2015). Ce 
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phénomène serait utile afin de libérer des nutriments pour la sporulation et pourrait jouer un rôle 

dans la formation des biofilms de Clostridium. 

 

figure 3 : Cycle de vie de Clostridium beijerinckii (Patakova et al. 2014) 

Toutefois, le lien entre phénotype présent dans le milieu de culture, viabilité cellulaire, production 

de solvants et enclenchement du processus de formation de spores n’est pas encore bien compris 

(Al-Hinai et al. 2015). En effet, il a été admis que la sporulation et la synthèse de solvants sont 

déclenchés par le même facteur de transcription Spo0A. Par conséquent, la production de 

solvants a été attribuée à un phénotype particulier appelé « forme clostridiale » dont l’apparition 

semble corrélée à la production de solvants (Jones et al. 1982). Néanmoins, des études plus 

récentes ont permis de décrire deux phénomènes qui contredisent cette interprétation. 

D’une part, l’étude plus précise des populations cellulaires par cytométrie en flux a permis de 

mettre en avant que la production de solvants est corrélée au nombre de bacilles plutôt qu’au 

nombre de formes clostridiales (Tracy et al. 2011). D’autre part, des mutants peuvent produire 

des solvants sans sporuler ont également été obtenus (Jones et al. 2011). Ces deux phénomènes 

ont toutefois été étudiés chez la souche de référence pour la fermentation ABE : C. 

acetobutylicum. Les bactéries solvantogène peuvent se regrouper afin de former une structure 

appelée biofilm qui peut être utilisé dans les procédés de fermentation afin de palier en partie 

aux problèmes relatifs à l’inhibition et à la faible vitesse de croissance de la souche. Dans la 

prochaine partie de cette étude, les propriétés de ces biofilms seront détaillées. 

1.3 La formation des biofilms chez les clostridia 

Le biofilm est un agrégat de bactéries attachées à un support. À l’état naturel, plus de 70 % des 

microorganismes se développeraient de cette manière, attachés à un support plutôt qu’en 

suspension dans un milieu liquide (Vasudevan 2014; Watnick and Kolter 2000). Ce mode de vie 
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confère de nombreux avantages aux bactéries : une meilleure résistance aux antibiotiques, aux 

antiseptiques, un partage de matériel génétique et de métabolites en sont les principaux 

exemples. 

Chez les firmicutes, plusieurs espèces ont la faculté de pouvoir former des biofilms mono-espèce. 

Clostridium perfringens et Clostridium botulinum ont cette capacité, ce qui peut engendrer des 

difficultés, lors de désinfection ou de stérilisation menées peu efficacement ou trop espacées 

dans le temps (Pantaléon et al. 2014). Ces résistances sont le fruit, d’une part d’un changement 

de métabolisme de la part des bactéries aptes à former des biofilms, et d’autre part à la synthèse 

de structures extracellulaires propres : les Extra Polymeric Substances (EPS). 

La formation des biofilms chez les Clostridia solvantogène comme C. acetobutylicum (Liu et al. 

2016; Zhou et al. 2018), C. thermocellum (Dumitrache et al. 2017; Dumitrache et al. 2013) ou 

encore C. beijerinckii (Krouwel et al. 1983b) a été étudiée dans le cadre de l’intensification de la 

production de butanol, d’acétone et d’isopropanol par voie biotechnologique. En effet, la 

formation d’un biofilm permet de retenir une concentration élevée de biomasse active dans le 

bioréacteur et d’obtenir ainsi des productivités volumiques élevées (Qureshi et al. 2005; Muffler 

and Ulber 2014). Toutefois, le processus de formation de biofilm chez les souches de clostridia 

solvantogène reste toutefois peu étudié et les paramètres qui influencent la formation de biofilms 

chez ces espèces restent encore à explorer. 

1.3.1 Les étapes de formation des biofilms 

Les biofilms se forment lors de quatre étapes principales qui sont résumées sur la figure 4 : 

1. l’adhésion réversible à un support 

2. la sécrétion des EPS et l’attache irréversible au matériau.  

3. la formation d’une microcolonie 

4. la maturation.  

Enfin, des bactéries sont décrochées du biofilm mature afin d’aller coloniser d’autres surfaces. 
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figure 4 : Représentation des différentes étapes de formations d'un biofilm (Maunders and Welch 2017) 

De très nombreux phénomènes, résumés en figure 5, influencent l’adhésion microbienne initiale. 

Les forces de Van Der Waals, les interactions de doubles couches électriques et les interactions 

stériques sont les forces qui gouvernent l’adhésion réversible de la bactérie au solide support. 

L’adhésion irréversible est le résultat de l’augmentation des interactions de type liaisons faibles 

(ions-dipôles, liaisons hydrogènes, liaisons hydrophobes) lorsque la bactérie s’approche du solide.  

Une fois que la bactérie est attachée de manière irréversible au support, elle commence à se 

multiplier pour former une monocouche de cellules et à produire des EPS. Les bactéries se 

multiplient au sein de la matrice obtenue et forment une micro-colonie où des gradients de 

concentration en substrats et en produits commencent à apparaitre au sein de la structure 

(Rosche et al. 2009). 

Après un temps compris entre 300 h et 1000 h de fermentation, le biofilm formé devient mature. 

Son épaisseur peut varier d’une dizaine de micromètres à quelques millimètres, selon les 

conditions environnementales. Des phénomènes de détachement unicellulaire (érosion), ainsi 

que de décrochement mécanique (sloughing) sont alors observés (Gross et al. 2007). La densité 

du biofilm, sa composition en EPS, ainsi que sa forme dépendent en partie de l’hydrodynamique 

du système dans laquelle ce dernier se développe (Saur et al. 2017). 
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figure 5 : Schéma représentant les différents paramètres qui influencent l'adhésion microbienne et la 

formation de biofilm (Muffler and Ulber 2014) 

1.3.2 Les EPS : composition, structure et fonctions 

Les EPS peuvent représenter jusqu’à 90 % de la masse sèche d’un biofilm mature. Ils sont 

composés d’une part variable d’ADN extracellulaire (ADNe), de lipides, de polysaccharides, 

d’humines et de protéines (Flemming and Wingender 2010). Ce mélange de polymères est 

essentiel pour le maintien de la structure du biofilm ainsi que pour ses propriétés de résistance à 

plusieurs phénomènes (dessiccation, antibiotique, désinfectant, etc.). 

L’ADN extracellulaire améliore l’adhésion initiale des bactéries au solide support (Whitchurch et 

al. 2002). En effet, il permet à la cellule de s’affranchir de la répulsion électrostatique et de 

pouvoir adhérer à des supports anioniques ou hydrophobes (Das et al. 2011). Pendant longtemps, 

son rôle a été négligé jusqu’à ce que Whitchurch et al. parviennent à disperser des biofilms ou à 

prévenir leur formation par ajout d’une endonucléase : la DNAse I (Whitchurch et al. 2002; Nijland 

et al. 2010). Ces ADN extracellulaires proviennent en majorité de cellules lysées dans les biofilms 

matures. De plus, cette macromolécule permet aux bactéries de résister aux antibiotiques. L’ADN 

est en effet chargé négativement et peut donc former des complexes avec les molécules chargées 

positivement, comme certains antibiotiques (Jones et al. 2013). Ce polymère a également un rôle 

de soutien de la structure tridimensionnelle du biofilm (Whitchurch et al. 2002; Okshevsky and 

Meyer 2015).  
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Les protéines possèdent plusieurs fonctions dans la matrice formée par le biofilm. Tout d’abord, 

elles forment avec les polysaccharides et l’ADNe une structure de type gel hydraté, assurant la 

cohésion mécanique du biofilm. De plus, certaines enzymes sont présentes dans la matrice des 

biofilms. Ces enzymes servent à la dégradation des polysaccharides composant la matrice des 

EPS. Ce phénomène sert à la fois dans le relargage des cellules du biofilm mais aussi à utiliser les 

EPS comme réserve de nutriments (Wingender et al. 1999). 

Dans la majorité des biofilms, les polysaccharides sont le composant majeur des EPS (Frølund et 

al. 1996). La taille et la composition de ces polymères peuvent varier selon les souches et les 

conditions environnementales. Cependant, les hétéropolysaccharides dérivés de la paroi des 

bactéries forment les principaux constituants de ces polysaccharides. Ces macromolécules 

assurent le maintien mécanique de la structure du biofilm. 

Une étude a été menée afin d’étudier la fonction des EPS dans le biofilm formé par C. 

acetobutylicum B3 (Zhuang et al. 2016). Les auteurs de cette dernière ont analysé la résistance à 

l’acide acétique et au butanol des cellules sessiles et planctoniques de C. acetobutylicum par 

microscopie confocale à plusieurs temps de fermentation. Les résultats de cette étude montrent 

que l’addition d’acide ne provoque pas de sporulation chez les cellules sessiles, et que ces 

dernières sont moins sensibles au butanol que les cellules planctoniques. En effet, les auteurs ont 

observé une inhibition de la croissance en batch avec cellules immobilisées dès que la 

concentration en butanol atteint 4-5 g.L-1. Toutefois, lorsque ces derniers ajoutent du butanol 

après 8 h de fermentation afin d’atteindre la concentration de 10 g.L-1, la viabilité du biofilm 

observée par microscopie confocale, ne semble pas être altérée, comparée au témoin sans ajout 

de butanol. 

Les auteurs suggèrent que les EPS du biofilm auraient un effet protecteur vis-à-vis de ces 

substances toxiques pour la cellule. Malgré le rôle essentiel de ces EPS, peu d’études ont été 

menées, à ce jour, sur le biofilm formé par les Clostridia solvantogènes (Zhang et al. 2021). Les 

prochains paragraphes feront un résumé de l’état des connaissances actuelles sur les mécanismes 

de formation de ce dernier ainsi que sur sa viabilité. 

1.3.3 Le biofilm formé par les Clostridia solvantogènes. 

C. acetobutylicum B3 est la principale souche dont le biofilm a fait l’objet d’études physiologiques 

et transcriptomiques. Liu et al. ont décrit la composition des EPS du biofilm formé par C. 

acetobutylicum B3 sur des serviettes en coton en cultures batch successives (Liu et al. 2018). Les 

résultats obtenus montrent que les EPS formés par la souche dans ces conditions sont composés 

d’hétéropolysaccharides, de protéines issues de la lyse des cellules et d’ADNe.  
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Plus spécifiquement, les polysaccharides du biofilm sont composés en majorité de glucose (47 % 

de la masse totale), de mannose (13-15 %), de rhamnose (10 %), de galactose (10 %), d’amino-

glucose (13 %) et de ribose (4-5 %). Les protéines purifiées sont, pour la plupart, des protéines 

intracellulaires, comme par exemple la GroEL, une protéine chaperonne. Ces protéines sont des 

« moonlighting protein », elles exercent une fonction biochimique principale à l’intérieur de la 

cellule, et joueraient un rôle d’adhésine bactérienne dans le milieu extérieur (Liu et al. 2018; Yang 

et al. 2017). 

Contrairement à ce qui a été proposé par Qureshi et al. (2004), le phénomène de sporulation 

serait minoritaire dans les biofilms formés par C. acetobutylicum. Plusieurs auteurs ont corrélé la 

production de solvants avec le phénomène de sporulation, et plus particulièrement à l’apparition 

de « formes clostridiales » chez les Clostridia solvantogène. Néanmoins, Liu et al. (2018) ont 

observé que les cellules sessiles de C. acetobutylicum B3 ne sporulent pas, mais produisent tout 

de même des solvants. Or, cet état physiologique a été mis en évidence par Tracy et al. (2008) au 

cours d’une fermentation en batch avec des cellules en suspension. Des mutants qui ne sporulent 

pas mais qui produisent des solvants ont également été obtenus après l’inactivation d’un facteur 

de sporulation σF chez C. acetobutylicum (Jones et al. 2011). Liu et al. (2018) proposent alors que 

les cellules qui composent le biofilm sont dans le même état physiologique que celles décrites par 

Tracy et al. (2008). Ce phénomène serait corrélé avec l’apparition de longues chaines de cellules 

non motiles observées dans le biofilm formé lors de leurs expériences. Les auteurs concluent que 

les cellules sessiles de C. acetobutylicum B3 ont une physiologie différente des cellules 

planctoniques, amenant à un nouveau phénotype encore peu décrit dans la littérature 

(Dumitrache et al. 2017). 

Les Clostridia ont la faculté de former des biofilms sur de nombreuses surfaces différentes. Ce 

mode de vie leur confère de nombreux avantages. Dans cette configuration, les bactéries sont 

naturellement plus résistantes aux conditions environnementales. Dans la prochaine partie, nous 

verrons comment les bactéries solvantogènes sont employées dans les procédés de production 

de butanol. Cette partie sera également portée sur les avantages d’utiliser les biofilms pour 

améliorer les performances des procédés de fermentation A/IBE. 

2 Les procédés de fermentation batch, fed batch, continus et continus à cellules 

immobilisées pour la fermentation IBE. 

Les procédés de fermentation pour la production de molécules biosourcées à l’usage de la chimie 

sont avantageux d’un point de vue environnemental. En effet, les microorganismes peuvent 

effectuer une série de transformations biocatalytiques à pression atmosphérique et à faible 

température (30-40°C) en milieu aqueux. Cependant, des verrous freinent encore l’utilisation de 
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cette voie dans le cas de la fermentation IBE à l’échelle industrielle, notamment en termes de 

compétitivité économique comparée à des procédés de production classiques. 

Le choix de la technologie de fermentation pour la production d’isopropanol et de-butanol 

dépend de plusieurs paramètres technico-économiques qui vont influer sur le coût du procédé 

de production. L’analyse de la compétitivité des procédés s’effectue en calculant des dépenses 

d’investissement (CAPEX) ainsi que des dépenses d’exploitation (OPEX). 

Le type de substrat employé, le titre final en produit, ainsi que les rendements du microorganisme 

vis-à-vis de ce substrat ont un impact important sur les OPEX. Le CAPEX, quant à lui, dépend du 

type de technologie de fermentation choisi (batch, fed-batch, continu, continu à immobilisation 

cellulaire) mais également de la stratégie choisie pour l’extraction et la purification des molécules 

produites (pervaporation, distillation, extraction liquide-liquide, gas stripping etc.). 

En effet, la particularité de l’étape de fermentation est qu’elle influe majoritairement sur les 

dépenses d’investissement. En effet, lors du dimensionnement d’unité de transformation, le 

volume total des réacteurs est calculé en fonction de la quantité de solvants à produire par année 

mais aussi de la quantité de substrat à disposition (Dantas et al. 2020). Si la productivité 

volumique de la fermentation est faible, il faut par conséquent augmenter le volume de réaction 

et donc le nombre de réacteurs afin de produire suffisamment de solvants comme montré sur la 

figure ci-dessous (dos Santos Vieira et al. 2019). 



 
Chapitre 1 : Étude bibliographique 

33 
 

 
figure 6 Schéma du nombre de réacteurs requis afin de produire 100 kilo tonnes d’un mélange 

isopropanol-butanol-éthanol par année en fonction de la productivité volumique des procédés 

étudiés(dos Santos Vieira et al. 2019) 

L’augmentation du nombre de réacteurs se répercute majoritairement sur le CAPEX, car 

l’investissement initial pour l’usine sera plus important. Cependant, la maintenance et la quantité 

d’énergie nécessaire pour opérer chaque réacteur (chauffage, agitation, main d’œuvre, etc) 

seront également plus important. Au cours des prochains paragraphes, les différents types de 

procédés appliqués aux fermentations ABE et IBE seront donc détaillés. 

2.1 Fermentation A-IBE à cellules libres : avantages et limites 

2.1.1 Procédé de fermentation batch  

Le procédé de fermentation discontinu ou « batch » est un système dans lequel un substrat stérile 

contenant les éléments nécessaires pour la croissance du microorganisme (carbone, azote 

phosphate, etc.) est placé dans une cuve agitée. La température, le pH et l’agitation sont 
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contrôlés. Après inoculation du fermenteur, le système est fermé et les réactions biologiques 

commencent. Les bactéries consomment le substrat, se multiplient et produisent les métabolites 

de fermentation. La productivité volumique de ce type de procédé est calculée en divisant le titre 

final en solvants obtenu par la durée de fermentation. Les performances de différents procédés 

de fermentation discontinus pour les fermentations ABE et IBE sont présentées dans le tableau 

1.  

Le procédé batch a été historiquement utilisé pour la fermentation ABE au niveau industriel 

(David T. Jones and David R. Woods 1986). Ce dernier consiste en une série de réacteurs d’un 

volume compris entre 190 m3 et 760 m3 inoculés séquentiellement et permettant d’alimenter une 

colonne à distiller dimensionnée pour la purification des produits de fermentation. Toutefois, la 

productivité volumique maximale en solvants d’un réacteur est faible, de l’ordre de 0,25 g.L-1.h-1. 

Cette dernière valeur engendre, à l’échelle industrielle, une augmentation des coûts 

d’investissements car il est nécessaire d’avoir plusieurs fermenteurs de gros volumes pour réaliser 

la production souhaitée à l’échelle industrielle.  

La caractéristique de la fermentation A/IBE est que l’inhibition par le butanol est forte dans ce 

type de procédé. Cette inhibition, couplée à d’autres phénomènes (sporulation et lyse cellulaire), 

engendre un faible titre en solvants en fin de fermentation. Les rendements obtenus lors de la 

fermentation IBE avec la souche DSM6423 en présence de glucose sont d’environ 0,34 g de 

solvants totaux produits pour 1 g de glucose consommé (Ferreira dos Santos Vieira et al. 2019). 

Les titres finaux en solvants atteignent entre 6 et 7 g.L-1 et la productivité volumique du procédé 

en batch est de 0,15 g.L-1.h-1 (Survase et al. 2011). Au cours de la fermentation ABE avec la souche 

ATCC824 et en utilisant le glucose comme source de carbone, les titres en solvants sont plus 

élevés (20 g.L-1), et la productivité volumique maximale atteinte est 0,26 g.L-1.h-1  (Di Cai et al. 

2017). Dans le cas étudié, le rendement en solvants totaux produits par gramme de glucose 

consommé reste comparable entre la fermentation ABE et la fermentation IBE (0,36 g.g-1 contre 

0,34 g.g-1). 

Toutefois, comme présenté dans le tableau 1, les rendements observés peuvent changer en 

fonction du type de substrat utilisé ou de la souche employée. Lorsque la souche C. 

acetobutylicum DSM1731 est utilisée avec le glucose comme substrat, les rendements observés 

sont plus faibles que lorsque la souche ATCC824 est employée avec ce même substrat au cours 

d’un batch (0,36 g.g-1 contre 0,21 g.g-1) (Dolejš et al. 2014a). De la même manière, les rendements 

et les productivités volumiques peuvent varier en fonction du substrat employé lorsque la même 

souche est utilisée. Par exemple, les rendements sont divisés par deux (de 0,36 g.g-1 à 0,18 g.g-1) 

et la productivité par presque quatre (de 0,26 g.L-1.h-1 à 0,07 g.L-1.h-1) lorsque du xylose est 
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employé à la place du glucose au cours du procédé batch utilisant la souche C. acetobutylicum 

ATCC 824 (Sun and Liu 2012). Ces deux effets sont à prendre en compte lors des comparaisons 

des procédés de fermentation entre eux. 

tableau 1 : Performances de fermentation obtenues en cultures batch à cellules libres chez les 

principales souches de Clostridia solvantogènes. En bleu clair, sont présentées des performances de la 

fermentation IBE et en bleu foncé des performances pour la fermentation ABE. 

Souche Substrat Rendement (Yp/s) Productivité Titre final en 

solvants 

Source 

- - g.g-1 g.L-1.h-1 g.L-1 - 

C. beijerinckii 

DSM6423 

Glucose 0,34 0,15 7,0 (Ferreira dos 

Santos Vieira et 

al. 2019) 

C. beijerinckii 

DSM6423 

Glucose 0,3 0,12 5,9 (Survase et al. 

2011) 

C. acetobutylicum 

DSM1731 

Glucose 0,21 0,14 4,0 (Dolejš et al. 

2014a) 

C. acetobutylicum 

P262 

Lactose 0,33 0,08 7,7 (Qureshi and 

Maddox 2005) 

C. acetobutylicum 

ATCC824 

Glucose 0,36 0,26 20 (Di Cai et al. 

2017) 

C. acetobutylicum 

ATCC824 

Xylose 0,18 0,07 13,8 (Sun and Liu 

2012) 

2.1.2 Procédés de fermentation continu  

Le procédé de fermentation continu suit les mêmes étapes initiales que le procédé batch : 

stérilisation du réacteur en présence du substrat, inoculation et suivi de la fermentation. 

Toutefois une fois la fermentation démarrée, un flux de substrat stérile alimente continuellement 

le bioréacteur. Le moût de fermentation est, quant à lui, soutiré au même débit que le flux 

d’alimentation, ce qui a pour effet d’éviter une accumulation de métabolites toxiques pour les 

bactéries dans le bioréacteur. Dans cette configuration, l’inhibition par le butanol peut être levée, 

ce qui engendre une meilleure productivité volumique pour la fermentation IBE (0,45 g.L-1.h-1) 

(Survase et al. 2011). Toutefois, lors d’une fermentation continue, la productivité volumique est 

corrélée au taux de dilution D (h-1). 
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En outre, lors d’un procédé de fermentation continu à l’état stationnaire, le taux de croissance de 

la souche est déterminé par le taux de dilution. Or, C. beijerinckii a un faible taux de croissance 

en phase solvantogène (de l’ordre de 0,05 h-1) (Ahmed et al. 1988). Une diminution de la 

concentration en biomasse dans le réacteur jusqu’à devenir nulle peut alors survenir si le taux de 

dilution devient plus élevé que la vitesse de croissance maximale de la souche, ce phénomène est 

appelé lessivage cellulaire (Ahmed et al. 1988). Ce faible taux de croissance lors de la production 

de solvants implique donc que le procédé continu ne peut être conduit qu’à faible taux de 

dilution. 

 

En effet, la vitesse de production de solvants est corrélée à la concentration en biomasse active 

dans le réacteur. Si la fermentation est conduite au-dessus du taux de croissance maximal de la 

souche étudiée une baisse de productivité volumique est alors obtenue (Survase et al. 2011; 

Napoli et al. 2011).  

La vitesse de croissance de C. beijerinckii NRRLB-593 a été caractérisée lors des deux phases de 

son métabolisme. Lorsque la souche se trouve en phase de production de solvant, son taux de 

croissance est de 0,05 h-1 (Ahmed et al. 1988). Lors d’une fermentation continue à cellules libres 

avec C. beijerinckii DSM6423 et en présence de glucose, Survase et al. ont ainsi obtenu une 

productivité volumique maximale de 0,47 g.L-1.h-1 à un taux de dilution de 0,09 h-1 et un titre en 

solvants faible (5,2 g. L-1)(Survase et al. 2011). Outre les performances de la souche en phase 

solvantogène, la bactérie produit également des acides lorsque sa croissance est plus forte. Ce 

métabolisme biphasique entraine une instabilité des procédés continus chez certaines souches 

solvantogènes qui peuvent facilement passer sur un métabolisme acidogène. 

Bien que les procédés continus aient une utilité pour contrer la toxicité du butanol envers les 

bactéries, le gain de productivité reste relativement faible lors de leurs mises en œuvre. Une 

stratégie utilisée pour améliorer les performances est d’utiliser un système d’immobilisation 

cellulaire. Les cellules étant fixées dans le réacteur, elles ne sont plus sensibles au lessivage et le 

système peut donc être opéré à de plus grands taux de dilution, augmentant ainsi sa productivité 

volumique. L’enjeu pour une fermentation industrielle est de pouvoir maximiser le nombre de 

cellules productrices de solvants dans le fermenteur. Au cours de la prochaine partie, les 

différentes stratégies développées dans la littérature seront détaillées. Cette prochaine partie 

sera également l’occasion d’aborder les avantages liés à l’utilisation des biofilms plutôt que des 

cellules planctoniques pour la fermentation A/IBE.  
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2.2 Procédés de fermentation à cellules immobilisées pour la fermentation A-IBE 

Dans le cas de la fermentation ABE et IBE, l’immobilisation naturelle sous forme de biofilm est 

privilégiée puisque, comme vu précédemment, les bactéries adhérées à un support ont un temps 

de séjour décorrélé du temps de séjour hydraulique du bioréacteur (Dolejš et al. 2014b). Une fois 

l’installation du biofilm effectuée, le procédé continu peut être opéré pendant une longue 

période, plus de 3000 h dans certains cas (Raganati et al. 2016). Le système acquiert, selon les 

auteurs, une plus grande stabilité ainsi qu’une hausse significative des productivités volumiques. 

Les prochaines parties feront l’état de l’art des performances obtenues en utilisant la technique 

d’immobilisation par adsorption. 

2.2.1 Bioréacteur agité continu  

Le réacteur agité ou CSTR pour continuous stirred tank reactor est une cuve équipée d’un mobile 

d’agitation qui assure le mélange des microorganismes en suspension (cf. figure 7). La première 

utilisation d’un réacteur à cellules immobilisées pour la fermentation ABE remonte aux années 

80 (Krouwel et al. 1983a; Qureshi and Maddox 1988b). Ce type de réacteur a été employé afin de 

maximiser la biomasse présente et de limiter les problèmes relatifs à la diffusion du substrat au 

sein des couches du biofilm. 

 

figure 7 : Schéma d'un bioréacteur agité utilisé pour la fermentation à cellules immobilisées 

Dans le cas de la fermentation IBE, cette configuration a été utilisée en immobilisant Clostridium 

beijerinckii encapsulée dans des billes d’alginate (Schoutens et al. 1985). La productivité 

volumique maximale obtenue au cours de cette étude est de 1 g.L-1.h-1 en utilisant le lactose 

comme source de carbone, à un taux de dilution de 0,1 h-1. Cette configuration de réacteur a 

également été employée en utilisant des cellules de C. acetobutylicum immobilisées sur des 

briques et du glucose comme source de carbone (Yen and Li 2011). La productivité maximale 
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obtenue au cours de cette étude était de 1,2 g.L-1.h-1 à un taux de dilution de 0,107 h-1 et avec un 

rendement de 0,24 grammes de solvants par gramme de glucose. 

Toutefois, les productivités obtenues au cours de ces deux études sont plutôt basses comparées 

aux autres essais avec cellules immobilisées. En effet, le mobile d’agitation prend beaucoup de 

volume dans ce type de configuration, ce qui rend difficile le placement d’un grand nombre de 

solides supports dans le réacteur par rapport au volume utile disponible. Un des moyens pour 

palier à ces problèmes techniques est d’avoir recours à des colonnes à lit fixe. 

2.2.2 Bioréacteur à lit fixe 

figure 8 : Schéma d'un bioréacteur à lit fixe 

Les bioréacteurs à lit fixe sont généralement des colonnes dans lesquelles sont placées des solides 

supports qui sont fixe dans le bioréacteur (cf .figure 8). Les cellules adhèrent sur les solides 

supports et forment un biofilm. Dans le cas de la fermentation A-IBE, de nombreux types de 

supports ont été testés et dans des configurations de colonne très différentes. Le tableau 2 

résume les différents types de solides utilisés ainsi que les performances obtenues lors des 

fermentations. L’avantage d’utiliser un tel système est que le transfert de matière dans le 

réacteur ne se fait pas à l’aide d’un mobile d’agitation mais par le flux de liquide passant à travers 

le lit fixe.  

Dans ces conditions, les biofilms développent une plus grande surface spécifique et peuvent 

coloniser une large portion de la surface mise à leur disposition. Les principaux inconvénients de 
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ce type de technologie sont que des bouchages peuvent survenir, causés par l’accumulation trop 

importante de biomasse entre les particules et entraîner des hétérogénéités de mélange. En effet, 

des bouchages locaux créés par la biomasse peuvent donner lieu à l’apparition de chemins 

préférentiels dans le lit fixe et entraîner l’apparition de zones mortes dans le réacteur (Germec et 

al. 2020). 

Dans ce type de configuration, des montées progressives du débit d’alimentation et donc de 

soutirage doivent être mises en œuvre afin d’éviter l’accumulation de solvants toxiques au fur et 

à mesure que la bactérie colonise les supports poreux du lit fixe. Krouwel et al. sont les premiers 

à l’avoir employé lors d’une fermentation continue ABE conduite pendant 100 h avec C. 

butylicum, encapsulées dans de l’alginate puis placées dans une colonne sont Krouwel et al. 

(1983b). Ces derniers ont obtenu une multiplication par quatre des productivités volumiques par 

rapport au procédé discontinu à cellules libres (de 0,20 g.L-1.h-1 pour le procédé discontinu à 

cellules libres à 0,8 g.L-1.h-1 pour le procédé continu à cellules immobilisées). 

De nombreux autres auteurs, notamment Qureshi et al. (Qureshi and Maddox 1988b, 1995; 

Qureshi et al. 2000; Qureshi et al. 2004) ont étudié ce procédé de fermentation avec des 

configurations de réacteurs différentes. L’augmentation de la biomasse adhérée sur des supports 

a permis une amélioration considérable des productivités volumiques. Ces dernières sont en effet 

jusqu’à 20 fois supérieures par rapport au procédé batch à cellules libres (cf. tableau 2). Les 

meilleures productivités (10,0 g.L-1.h-1) ont été obtenues par cette équipe en utilisant le glucose 

comme source de carbone, la brique comme solide support dans un réacteur colonne à lit fixe et 

en présence d’une souche hyper productrice, C. beijerinckii BA 101. 

Dans le cas de la fermentation IBE, Survase et al. ont obtenu des productivités volumiques 

maximales de 5,6 g.L-1.h-1 à un taux de dilution de 0,75 h-1 dans un réacteur colonne en utilisant 

de la pulpe de bois comme support d’immobilisation et un mélange de différents sucres (glucose, 

mannose, galactose, arabinose et xylose). Une souche modifiée génétiquement de C. 

acetobutylicum a été utilisée pour cette étude, ce qui peut expliquer en partie les performances 

obtenues. Une liste non-exhaustive des différents types de réacteurs employés ainsi que les 

souches et les substrats utilisés pour les procédés de fermentation ABE et IBE sont donnés dans 

le tableau 2. 

Dans le cas des fermentation lits fixes, comme pour les fermentations en batch, la souche utilisée 

ainsi que le type de substrat employé ont un impact sur les performances du procédé (titre en 

solvants, productivité volumique etc.). Les solides supports utilisés peuvent également avoir une 

influence significative sur la quantité de biomasse adhérée ainsi que sur sa vitesse d’adsorption. 

La comparaison entre différentes études de procédé à cellules immobilisées devient alors 
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complexe. En effet, les souches employées, les substrats utilisés, ainsi que le type et la quantité 

de solide support placé dans les bioréacteurs varient selon la plupart des études. 
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tableau 2 : Liste des performances obtenues dans des procédés continus à cellules immobilisées (Packed 

Biofilm Bioreactor) en fonction des souches employées, des supports d'immobilisation choisis et des 

substrats utilisés pour la fermentation A-IBE. En bleu clair, sont présentées les performances de la 

fermentation IBE et en bleu foncé les performances pour la fermentation ABE 

Souche Substrat Support 

utilisé 

Type de 

réacteur 

[A/IBE] 

max 

Productivité 

maximale 

Yp/s Source 

- - - - g.L-1 g.L-1.h-1 g.g-1 - 

C. beijerinckii 

DSM6423 

Glucose, 

mannose, 

galactose, 

arabinose, 

and xylose 

Pulpe de 

bois 

PBBR 12,0 5,6 0,45 (Survase et al. 

2013) 

C.acetobutylicum 

ATCC824 

Amidon  Alginate PBBR 7,8 1,0 0,19 (Badr et al. 2001) 

C. 

acetobutylicum 

DSM792 

Glucose, 

arabinose, 

xylose 

Pulpe de 

bois 

PBBR à 

deux étages 

20,3 10,9 0,38 (Bankar et al. 

2013) 

C. beijerinckii 

BA101 

Glucose Briques 

d’argile 

PBBR 6,9 10,5 0,38 (Lienhardt et al. 

2002) 

C.acetobutylicum 

P262 

Lactosérum Charbon PBBR 7,1 4,8 ND (Qureshi and 

Maddox 1988b) 

C.acetobutylicum 

ATCC824 

Lactose Anneau 

Tygon 

PBBR à 

quatre 

étage 

10,8 9,2 ND (Raganati et al. 

2016) 



 
Chapitre 1 : Étude bibliographique 

42 
 

2.2.3 Bioréacteur à lit fluidisé 

Dans les bioréacteurs à lit fluidisé, les supports ne sont pas dans un lit fixe, mais en mis en 

suspension dans le milieu liquide, la plupart du temps à l’aide d’un système propulsant du gaz 

dans le réacteur (cf. figure 13). Ce système a été relativement peu étudié, car malgré ses bonnes 

performances, la montée en échelle et le coût de ces bioréacteurs est prohibitif comparé aux lits 

fixes précédemment décrits dans la partie 2.2.2 de ce chapitre. Dans le cas de la fermentation 

ABE, un système de lit fluidisé a été développé à l’échelle laboratoire et a été conduit à fort taux 

de dilution (1 h-1) pendant 2000 h atteignant une productivité volumique de 4,8 g.L-1.h-1(Qureshi 

and Maddox 1988a; Schoutens et al. 1986a). Un système similaire a été mis en place pour la 

fermentation IBE, atteignant des productivités volumiques de 2,7 g.L-1.h-1 à un taux de dilution de 

0,4 h-1 (Schoutens et al. 1986a). 

 
figure 9 : Schéma d'un bioréacteur à lit fluidisé, le gaz utilisé est du diazote. 

Les bioréacteurs à cellules immobilisées parviennent à compenser l’effet toxique du butanol ainsi 

que l’instabilité observée lors des fermentations continues dû au faible taux de croissance de la 

souche en phase solvantogène. Toutefois, la viabilité des cellules qui forment le biofilm, et le rôle 

du support dans le procédé doivent être étudiés afin de mieux comprendre les paramètres qui 

influent sur le développement du biofilm sur le lit fixe, et sur les performances du réacteur. De 

plus, les bioprocédés de fermentation à lit fixe appliqués à la fermentation A-IBE manquent 

encore d’une meilleure compréhension des échanges de cellules entre phase liquide et biofilm. 

Qureshi et Maddox (1995) ont émis l’hypothèse que, à fort taux de dilution (> 1h-1), seules les 

cellules immobilisées produisent des solvants. En effet, le flux de biomasse en sortie de réacteur 

est insuffisant pour expliquer les cinétiques de production d’acétone et de butanol observées 

expérimentalement. Cependant, selon leur étude, la majorité de la biomasse immobilisée dans le 

réacteur est inactive (Qureshi et al. 1988). Cette inactivité est considérée comme étant le résultat 
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d’une sporulation ou d’une mortalité cellulaire au cours de la fermentation (Qureshi et al. 2004). 

D’après (Qureshi et al. 1988), jusqu’à 90 % de la biomasse immobilisée dans les réacteurs serait 

inactive.  

Les études ont été orientées vers l’intensification des procédés de production et le screening de 

supports (F.W. Welsh, R.E. Williams, I.A. Veliky 1987; Qureshi et al. 2004). Peu d’études se sont 

intéressées aux propriétés physico-chimiques des supports d’immobilisation, mais plutôt à leurs 

caractéristiques économiques et leurs potentiels rôles en tant que supports industriels. Dans la 

prochaine partie, les études sur les interactions entre solide support et fermentation ABE seront 

détaillées, afin de trouver un lien entre propriétés physico-chimiques du support et performances 

du procédé. 

2.3 Influence des propriétés physico chimiques des supports sur le procédé de fermentation 

A/IBE à biofilm 

Lors du procédé de fermentation continue, l’immobilisation cellulaire peut être réalisée selon 

différentes techniques. L’encapsulation dans des matrices poreuses comme l’alginate (Schoutens 

et al. 1985; Dolejš et al. 2014a), la filtration sur membrane (Survase et al. 2019) ou encore 

l’adhésion à des surfaces par liaison covalente grâce à des agents chimiques (Dzionek et al. 2016) 

comme le glutaraldéhyde (Mehta et al. 1991), sont ainsi des méthodes couramment utilisées en 

laboratoire. Cependant, la voie la plus répandue consiste à faire adsorber les cellules à un 

matériau choisi. Cette méthode à l’avantage d’être peu onéreuse, non toxique pour les 

microorganismes et rapide (Scotcher et al. 2005). Toutefois, les performances observées à la suite 

de l’adsorption sont très variables en fonction des matériaux choisis pour l’immobilisation. 

Néanmoins, le coût des matériaux choisis a également un effet important sur la conception du 

bioréacteur (Kourkoutas et al. 2004).  

En effet, Kourkoutas et al. (2004) décrivent que l’adsorption des bactéries et leur capacité à 

former des biofilms dépendent de la surface spécifique disponible du support, sa porosité, sa 

charge et de son hydrophobicité. Le matériau utilisé doit également être biocompatible et ne pas 

dégager de composés toxiques lors du processus de fermentation. De plus, les supports employés 

doivent être résistants aux enzymes produites par les souches cultivées, mais également à la 

stérilisation. Afin d’assurer un procédé économiquement viable, les supports doivent être 

également facilement régénérables et bon marché (Dolejš et al. 2014b). 

2.3.1 Surface spécifique disponible et porosité  

La surface spécifique d’un support est le rapport entre la surface réelle d’un objet et sa masse ou 

son volume. Une des méthodes de caractérisation de la surface spécifique est appelée la méthode 

BET pour (Brunauer, Emmett et Teller). Cette méthode consiste à déterminer le volume de gaz 
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nécessaire afin de former une monocouche sur le solide étudié et ainsi calculer la surface 

recouverte (Żywicka et al. 2019). 

La surface spécifique disponible sur le support influence la quantité de cellules qui peuvent 

adhérer au support et donc les performances du procédé. En effet, plus la surface spécifique sera 

grande et plus la quantité de biofilm pourra être importante. He et al. (2017). ont ainsi étudié 

l’influence de la surface spécifique disponible sur la formation du biofilm de la souche C. 

acetobutylicum. Un polymère, le 3-hydroxybutyrate, a été synthétisé dans ce but de trois 

manières afin d’obtenir des surfaces spécifiques différentes à partir du même matériau: 

«électrofilage », « coulé avec solvant » et « aspersion liquide ». Les surfaces spécifiques des 

solides créés ont été caractérisées via la méthode BET. Des fermentations en batch, utilisant ces 

supports plongés dans du milieu de culture ont été conduites. Les résultats de cette étude 

montrent que les performances de fermentation sont meilleures avec le solide possédant la plus 

grande surface spécifique. Zeng et al. (2017) ont également étudié le lien entre surface spécifique 

et performances de fermentation en batch chez C. acetobutylicum ATCC824. Ces derniers ont 

utilisé des fibres de charbon ainsi qu’une fibre textile appelée le modal comme support de 

croissance pour le biofilm étudié. Les auteurs ont mesuré la masse de biofilm immobilisée sur le 

support ainsi que les performances de fermentation. Ces derniers ont observé que les fibres de 

charbon possèdent une surface spécifique plus importante (18,3 m².g-1) que des fibres de modal 

utilisées (0,03 m².g-1) pour immobiliser les bactéries. Ces derniers ont toutefois remarqué que la 

masse de bactéries immobilisées par mètre carré de support disponible était plus importante 

pour le modal que pour les fibres de charbon (570 mg.m-2 contre 4,8 mg.m-2). L’hydrophobicité 

de ces matériaux pourrait expliquer les différences observées. Toutefois, aucune différence 

significative sur la productivité en batch n’a été mesurée lors des essais avec ces deux types de 

support. Afin de comparer les essais issus de différentes publications, les données les surfaces 

spécifiques fournies par les publications ont été divisées par le volume utile du réacteur utilisé. 

(cf. tableau 3). 

Le diamètre des pores influence, quant à lui, les limites de diffusion de substrat au sein du 

matériau et le potentiel de développement du biofilm à son sein. En effet, si les pores sont trop 

petits (diamètre compris entre 1 et 10 µm), la cellule peut adhérer mais ne peut pas former de 

biofilm. Si le diamètre des pores est compris entre 10-100 µm, ces derniers vont se boucher 

rapidement lors de la formation du biofilm engendrant une baisse de l’accès aux substrats. Un 

diamètre de pores compris entre 500 µm et 1000 µm rendrait favorable le développement d’un 

biofilm de Saccharomyces cerevisiae (Kourkoutas et al. 2004). Toutefois, la morphologie des 

levures est différente de celle des bactéries utilisées pour la production de solvants. Par 
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conséquent, la taille optimale de pore pour le développement d’un biofilm bactérien pour ces 

applications devrait être différente. 

Ferreira dos Santos Vieira et al. (2019) ont caractérisé les performances d’un procédé batch à 

cellules immobilisées utilisant C. beijerinckii DSM6423 et la bagasse de canne à sucre comme 

support. Cette équipe s’est intéressée à l’effet du ratio liquide/solide utilisé sur les performances 

de fermentation (cf. tableau 3). Ces derniers n’ont pas trouvé de différences significatives entre 

les productivités de fermentation en batch effectuées avec des concentrations en solide support 

différent (entre 8,4.104 m².m-3 et 2,1.105 m².m-3 de support placé dans les bioréacteurs). Cet effet 

a été de nouveau vérifié quand ces derniers ont effectué des fermentations répétées avec 

différentes concentration en solide support en laissant le temps d’incubation de chaque batch à 

55 h. Toutefois, les productivités volumiques sont augmentées comparées à la fermentation en 

batch à cellules libres (0,13 g.L-1.h-1 avec cellules en suspension contre 0,22-0,28 g.L-1.h-1  avec des 

batchs répétés avec des cellules immobilisées). 

He, Chen et al. ont étudié à la fois l’impact de la porosité et de la surface spécifique par rapport 

au volume utile disponible dans le réacteur lors d’une fermentation batch avec la souche C. 

acetobutylicum ATCC824. Ces derniers démontrent que plus le ratio liquide/solide est faible, plus 

la concentration finale en butanol est élevée. Cependant, si ce dernier atteint une valeur seuil, le 

transfert de masse ne se fait plus efficacement au sein des pores, ce qui gêne l’accès des bactéries 

à ce dernier (He and Chen 2013). 
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tableau 3 : rendements et productivités obtenus en fonction de la surface spécifique présente dans le 

réacteur. En bleu clair, sont présentés les performances de la fermentation IBE et en bleu foncé les 

performances pour la fermentation ABE. 

Support Souche 

utilisée 

Surface 

spécifique 

disponible/ 

Volume utile 

Titre 

final 

butanol
a 

ABE/IBE
b 

Rendement 

butanol/glucosea 

A-IBE/ glucoseb 

Productivité 

volumique 

butanola / 

IBEb 

Source 

  (m².m-3) (g.L-1) (g/g) (g.L-1.h-1)  

Bagasse 

canne à sucre 

C. beijerinckii 

DSM6423 

2,1 x 105 11,7b 0,29b 0,23b (Ferreira 

dos Santos 

Vieira et 

al. 2019) 

Bagasse 

canne à sucre 

C. beijerinckii 

DSM6423 

1,26 x 105 13,5b 0,36b 0,21b (Ferreira 

dos Santos 

Vieira et 

al. 2019) 

Bagasse 

canne à sucre 

C. beijerinckii 

DSM6423 

8,4 x 104 13,2b 0,33b 0,24b (Ferreira 

dos Santos 

Vieira et 

al. 2019) 

PHB wj C. 

acetobutylicu

m ATCC824 

9,4 x 105 8,5a 0,28a 0,118a (He et al. 

2017) 

PHB es C.acetobutylic

um ATCC824 

2,4 x 105 9,5a 0,18a 0,13a (He et al. 

2017) 

PHB sc C.acetobutylic

um ATCC824 

8,5 x 103 5,5a 0,25a 0,07a (He et al. 

2017) 

Briques C. beijerinckii 

TISTR 1461 

1,4 x 106 5,8a 0,16a 0,12a (Vichuviw

at et al. 

2014) 
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Zéolite C. beijerinckii 

TISTR 1461 

1,06 x 108 8,58a 0,16a 0,12a (Vichuviw

at et al. 

2014) 

Modal fiber C.acetobutylic

um ATCC824 

ND 11,0a ND 0,115a (Zeng et 

al. 2017) 

Canne de 

maïs traitée 

C.acetobutylic

um ATCC824 

2,3 x 106 14,55b 0,4b 0,3b (He and 

Chen 

2013) 

D’après le tableau 3, ces études tendent à montrer que le lien entre le ratio surface spécifique sur 

volume utile et la productivité d’un procédé discontinu à cellules immobilisées prête à discussion. 

Le diamètre des pores ainsi que la charge des matériaux sont d’autres facteurs pouvant expliquer 

les différences obtenues entre les expériences. En outre, ces études sont menées sur des 

fermentations en batch, peu adaptées à l’étude de la formation de biofilms de Clostridium 

solvantogènes. En effet, le temps d’installation d’un biofilm peut durer plusieurs centaines 

d’heures. Or lors d’un procédé de fermentation discontinu, la concentration en butanol devient 

inhibitrice au bout d’environ 48 h. Ce phénomène engendre un arrêt de la croissance des cellules 

et empêche la formation d’un biofilm mature. 

De plus, ni la viabilité du biofilm formé, ni la masse de cellules accumulées sur les supports n’ont 

été mesurées dans la majorité des études. Ce manque de données rend difficile les interprétations 

proposées quant à la hausse de productivité sur le procédé à cellules immobilisées par rapport au 

procédé à cellules libres. Kerçmar et al. ont caractérisé plusieurs solides avec des porosités et des 

surfaces spécifiques variables lors du démarrage d’un réacteur à lit fixe inoculé avec un 

consortium de bactéries productrices d’hydrogène (Kerčmar and Pintar 2017). Cette étude a 

permis de mettre en évidence que pour le consortium producteur d’hydrogène, le polyéthylène 

est le support le plus adapté car le support composé de polyéthylène employé dans cette étude 

a un diamètre de pore compris entre 50-300 µm et une surface spécifique inférieur à 0,01 m².g-1. 

Toutefois, les auteurs de cette étude n’ont pas pris en compte les caractéristiques physico-

chimiques du support qui auraient pu expliquer une partie de l’adhésion observée tel 

l’hydrophobicité ou la charge de surface. Dans le prochain chapitre ces points seront abordés afin 

de mieux comprendre l’influence des propriétés des matériaux sur l’adhésion des cellules dans le 

cadre de procédés de fermentation à cellules immobilisées. 
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2.3.2 Charge du support et hydrophobicité 

La charge du support ainsi que son hydrophobicité sont des paramètres clés dans l’étape 

d’adhésion réversible des bactéries aux supports (Dolejš et al. 2014b). La surface des bactéries 

est chargée négativement et les membranes de ces dernières sont hydrophobes. Les matériaux 

hydrophobes chargés positivement à leur surface sont par conséquent de bons candidats pour 

l’immobilisation (Zhuang et al. 2017; Terada et al. 2005). 

Zhuang et al. se sont intéressés à l’effet de la charge du support ainsi que son hydrophobicité sur 

la formation de biofilm par C. acetobutylicum CGMCC 5234 (Zhuang et al. 2017). Ces derniers ont 

modifié les propriétés de surface d’une fibre textile : le lin. Les auteurs ont effectué une greffe de 

polyetherimide (PEI) et d’acide stérique (SA) afin d’augmenter la charge du matériau et son 

hydrophobicité. Les auteurs ont observé l’adhésion au support par la baisse de densité optique 

une fois les cellules mises en contact avec le support. Après modification du support par le PEI et 

le SA, 55 % et 60 % du total des cellules se sont fixées au support contre 28 % sans modification. 

Une hausse de la productivité volumique de 15 % a été observée par rapport aux cellules libres 

après modification par le SA. Les mécanismes de formation des biofilms par les clostridia 

solvantogènes sont multifactoriels. Ils dépendent à la fois de la souche utilisée, du type de 

substrat, des caractéristiques physico-chimiques des supports utilisés et de l’hydrodynamique 

dans les bioréacteurs. 

Différents modèles ont d’ailleurs été écrits afin de mieux comprendre le rôle que jouent les 

différents phénotypes au sein des réacteurs à cellules immobilisées (Qureshi et al. 1988; Raganati 

et al. 2016). Le travail sur ces modèles pourrait amener à une meilleure compréhension des 

paramètres influençant la colonisation et la productivité d’un réacteur à lit fixe. Dans la prochaine 

partie la modélisation des bioprocédés sera abordée ainsi que son application sur des réacteurs 

à lit fixe pour les fermentations ABE et IBE. 
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3 La modélisation des procédés de fermentation A/IBE 

3.1 Les modèles structurés et les modèles non structurés 

Afin d’être économiquement viables les procédés à cellules immobilisées doivent être opérés sur 

des temps longs pour maximiser l’utilisation des réacteurs et avoir des productivités volumiques 

importantes durant plusieurs mois. Or, le processus d’établissement du biofilm au sein d’un lit 

fixe est un phénomène lent (plusieurs jours à plusieurs semaines). Différentes configurations 

doivent donc être testées à l’échelle laboratoire ainsi qu’à l’échelle pilote afin d’optimiser la 

formation d’un biofilm productif. Dans ce contexte, le développement d’un modèle peut s’avérer 

utile afin d’étudier les paramètres de la fermentation qui peuvent avoir une influence sur la 

croissance du biofilm et par conséquent sur la productivité volumique du procédé. Le modèle 

permettrait ainsi de déterminer la conduite optimale. De plus, pour des études procédées, il est 

souvent indispensable de posséder un simulateur pour chaque opération afin d’optimiser 

l’ensemble (l’amont et l’aval : prétraitement, préparation, downstream …). 

Plusieurs approches permettent de modéliser les réactions biochimiques qui se déroulent dans 

un microorganisme. La première vise à modéliser l’ensemble des réactions principales du 

métabolisme sous la forme d’équations de cinétiques enzymatiques. Toutefois, les paramètres 

cinétiques de chacune des enzymes ne sont pas aisément identifiables. En effet, les cinétiques de 

chacune des enzymes doivent être étudiées in vitro afin de modéliser les réactions. De plus, les 

cinétiques in vitro peuvent différer des conditions in vivo. Les paramètres du modèle peuvent 

ensuite être identifiés par régression si les données s’ajustent bien au modèle. Toutefois, cette 

approche nécessite une bonne connaissance préalable du métabolisme de la souche et de sa 

régulation ainsi que d’une grande quantité de données (Almquist et al. 2014; Millat and Winzer 

2017). 

Dans le cadre du développement de bioprocédés, d’autres approches ont été mises en œuvre. 

Afin de simplifier les systèmes étudiés, des modèles appelés « modèles non structurés », ont ainsi 

été développés. Ces modèles décrivent les voies métaboliques simplifiées et sous la forme 

d’équations cinétiques. Les cellules dans ce système sont représentées par une seule variable 

d’état, notée en général X. Les cellules sont alors assimilées à des particules dont la composition 

moléculaire est stable dans le temps et connue. Ces dernières ont une croissance exponentielle 

lorsqu’elles ne sont pas limitées en substrat. Une fois la structure de la cinétique de croissance 

du microorganisme décrit, il reste à déterminer les vitesses spécifiques de consommation de 

substrat et de production de métabolites. Des bilans matières sont enfin écrits pour chaque 

composé du système étudié et les équations sont résolues numériquement en donnant 

l’évolution en fonction du temps de tous les composés chimiques de la fermentation. Comme 
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expliqué auparavant, les modèles non structurés simplifient les réseaux métaboliques des 

microorganismes au maximum afin de décrire les cinétiques chimiques observées dans les 

bioréacteurs. Bien que ces modèles soient peu fiables pour représenter la complexité de toutes 

les interactions présentes dans le microorganisme étudié, ils sont bien adaptés pour la conception 

des procédés de fermentation (Almquist et al. 2014). 

3.2 Démarche de la modélisation 

3.2.1 Définition des bilans matières 

La première étape de la modélisation est de décrire les bilans matières du système étudié. Ces 

derniers peuvent être définis selon l’é𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧-3-1. 

é𝐪𝐮𝐚𝐭𝐢𝐨𝐧-3-1 ∶ 𝑨𝒄𝒄𝒖𝒎𝒖𝒍𝒂𝒕𝒊𝒐𝒏 =  𝑬𝒏𝒕𝒓é𝒆 − 𝑺𝒐𝒓𝒕𝒊𝒆 + 𝑷𝒓𝒐𝒅𝒖𝒄𝒕𝒊𝒐𝒏 

Par exemple, les bilans matières sur la biomasse au cours d’un procédé continu peuvent s’écrire 

selon l’équation 3-2. 

équation 3-2 : 
𝒅𝑿𝑽

𝒅𝒕
= 𝑭. 𝑿𝒊𝒏 − 𝑭.𝑿𝒐𝒖𝒕 + 𝒓𝒙. 𝑽 

• F : flux hydraulique (L.h-1) 

• V : volume utile du réacteur (L) 

• X : biomasse (g.L-1) 

• rX : vitesse de production de biomasse (g.L-1.h-1) 

Les bilans matières doivent être écrits pour chacune des variables d’état définies par le système. 

3.2.2 Modélisation de la cinétique de croissance 

Les fermentations ABE et IBE possèdent une cinétique de croissance relativement complexe. Le 

métabolisme biphasique de la souche a favorisé le développement de modèles structurés pour 

l’étude des cinétiques de fermentation (Liao et al. 2016; Millat and Winzer 2017; Mayank et al. 

2013). Toutefois, certains auteurs ont développé des modèles non structurés ou mixtes pour la 

description des cinétiques de croissance afin d’optimiser ces procédés fermentaires. La plupart 

des modèles non structurés développés l’ont été pour décrire la fermentation ABE effectuée par 

Clostridium acetobutylicum en batch. Le nombre de modèle disponible pour la fermentation IBE 

est faible, bien que cette fermentation soit d’un intérêt industriel. La croissance de la biomasse a 

ainsi été décrite de différentes manières dans la littérature. Cependant, la manière la plus simple 

de décrire la croissance d’un microorganisme est présentée dans l’équation ci-dessous : 

équation 3-3 : 𝑟𝑋 = µ. 𝑋 
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• rX : vitesse de production de biomasse (g.L-1.h-1) 

• X, : concentration en biomasse (g.L-1) 

• µ : taux de croissance (h-1) 

 

Le taux de croissance µ représente la vitesse spécifique de production de biomasse du 

microorganisme étudié. Une équation modélisant la croissance (équation 3-4) des 

microorganismes a été définie par (Monod 1942). Ces derniers définissent le taux croissance 

comme limité par la disponibilité en substrat. Ils définissent également un paramètre appelé µmax 

qui représente le taux de croissance maximal de l’organisme sans limitation par la disponibilité 

en substrat. Le paramètre ks représente la constante de saturation en substrat. Cette dernière 

représente la difficulté du microorganisme à maintenir les conditions optimales de croissance 

lorsque la concentration en substrat est basse. En effet si S = ks alors µ = 0,5.µmax. L’équation 3-4 

représente la loi de Monod pour la croissance d’un microorganisme à partir d’un substrat limitant 

pour la croissance. 

 

équation 3-4 : µ =  µ𝐦𝐚𝐱(
𝐒

𝐒+𝐤𝐬
) 

• µmax : taux de croissance maximal (h-1) 

• ks : constante de saturation pour le substrat (g.L-1) 

• S : concentration en substrat (g.L-1) 

  

Cette modélisation du taux de croissance est très simple et d’autres auteurs ont proposé des 

modèles plus adaptés pour définir les cinétiques de croissances de la fermentation ABE. Une 

structure de modèle qui prend en compte une inhibition du substrat par le butanol et l’acide 

butyrique (BBA) est présentée dans les équation 3-6 à 3-7 (A. Mulchandani and B. Volesky 1986). 

La fonction d’inhibition f(I) est différente selon la concentration en butanol et en acide butyrique 

dans le milieu de fermentation. Cette cinétique de croissance a été proposée lors de l’étude de 

fermentations continues avec rétention cellulaire. 

équation 3-5 : µ = µ𝒎𝒂𝒙. (
𝑺

𝒌𝒔+𝑺
). 𝒇(𝑰) 

équation 3-6 : 𝐟(𝐈) = 𝐞𝐱𝐩 (−𝟎. 𝟎𝟏. 𝐁𝐁𝐀) si BBA < 8,0 g.L-1 

équation 3-7 :  𝒇(𝑰) = −𝟎. 𝟏𝟓 𝐁𝐁𝐀 + 𝟐. 𝟏𝟔 si 8.0 < BBA < 13,9 g.L-1 

• BBA concentration en butanol et en acide butyrique(g.L-1) 
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Srivastava et Volesky (1990) ont défini un autre modèle non structuré pour la croissance de C. 

acetobutylicum en batch. La croissance du microorganisme suit une loi de Monod modifiée afin 

de prendre en compte l’inhibition sommée de l’acide butyrique, l’acide acétique et du butanol. 

L’équation 3-8 représente le taux de croissance modélisé par les auteurs, l’équation 3-9 

représente la fonction d’inhibition par l’acide butyrique, l’acide acétique et le butanol. 

 

équation 3-8 : µ = µ𝒎𝒂𝒙. (
𝑺

𝒌𝒔+𝑺
). 𝒇(𝑰) 

équation 3-9 : 𝒇(𝑰) = (𝟏 − (
𝑷

𝑷𝒎𝒂𝒙
)
𝒏

) 

• Pmax : concentration inhibitrice en solvants totaux (g.L-1) 

 

Ici la concentration maximale en produits inhibiteurs, Pmax, trouvée par les auteurs est de 17,4 g.L-

1 et le taux de croissance maximal est de 0,48 h-1. Lim et al. (2019b), quant à eux, ont défini un 

modèle non structuré simple dans le but de prédire les concentrations en butanol et en acétone 

dans le milieu à partir d’un milieu de culture composé à la fois de glucose et de xylose. Les auteurs 

ont utilisé les équations définies par Luedeking et Piret (1959) afin de déterminer les cinétiques 

de production des métabolites. Dans cette étude, les taux de croissance sont modélisés pour 

chacun des substrats utilisés selon l’équation 3-10 suivante : 

 

équation 3-10 : µ𝒈,𝑮𝒍 = 
µ𝒈𝒍
𝒎𝒂𝒙𝑮𝒍

𝑲𝑺,𝑮𝒍+𝑮𝒍+
𝑮𝒍
𝟐

𝑲𝒍,𝑮𝒍

 . (𝟏 −
𝑪𝑩

𝑷𝑩,𝑮𝒍
)
𝒊𝒃,𝒄𝒃

. (𝟏 −
𝑿

𝑷𝑿
)
𝒊𝒙

 

• Px : concentration inhibitrice en biomasse (g.L-1) 

• Kl,Gl : constante d’inhibition pour le glucose (g.L-1) 

• Pb,Gl : concentration inhibitrice en butanol (g.L-1) 

• Ib,cb :puissance de l’inhibition par le butanol 

• Ix : puissance de l’inhibition par la biomasse 

 

Les auteurs ont décidé d’utiliser une équation de Monod modifiée afin de décrire la croissance 

de C. acetobutylicum. Ici un terme d’inhibition par le glucose ainsi qu’un terme d’inhibition par la 

biomasse et par le butanol seul interviennent. Bien que ne prenant pas en compte tous les 

phénomènes d’inhibition, ce modèle s’est avéré suffisant pour décrire le procédé de fermentation 

avec le glucose comme substrat. 
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À l’inverse, Yang et Tsao (1994) ont testé l’effet inhibiteur de chacun des métabolites produits par 

la souche et ont complexifié le modèle de croissance prenant en compte tous les produits de 

fermentation. Ces derniers ont également pris en considération l’effet du pH sur la croissance des 

bactéries. Le taux de croissance est donc défini selon l’équation 3-11 et la fonction d’inhibition 

est définie selon l’équation 3-12 ci-dessous : 

équation 3-11 : µ𝒊 = µ𝒎𝒂𝒙. (
𝑺

𝒌𝒔+𝑺
). 𝑭𝒙(𝑰) 

équation 3-12 : 𝑭𝒙(𝑰) =  𝟏 − (
𝑪𝒂𝒂

𝑪𝒎𝒂𝒂
)𝒎𝒂𝒂 − (

𝑪𝒃𝒂

𝑪𝒎𝒃𝒂
)𝒎𝒃𝒂 − (

𝑪𝒃

𝑪𝒎𝒃
)𝒎𝒃 −𝒎𝟏 (

𝑪𝒂𝒂

𝑪𝒎𝒂𝒂
)
𝒎𝒂𝒂

. (
𝑪𝒃

𝑪𝒎𝒃
)
𝒎𝒃

−

𝒎𝟐 (
𝑪𝒃𝒂

𝑪𝒎𝒃𝒂
)
𝒎𝒃𝒂

. (
𝑪𝒃

𝑪𝒎𝒃𝒂
)
𝒎𝒃

−𝒎𝟑(
𝟓.𝟔−𝒑𝑯

𝟏.𝟔
) 

Ici les paramètres maa, mba, mb représentent la puissance de l’inhibition par l’acétate, le butyrate 

et le butanol respectivement. Dans l’équation 3-12, l’inhibition par l’acide acétique (Caa), le 

butyrate (Cab), et le butanol (Cb), sont pris en compte. L’effet couplé des acides avec le butanol 

est modélisé par les paramètres m1 et m2. L’effet du pH est également décrit par les auteurs. Dans 

l’équation proposée, plus le pH s’éloigne du pH optimal, plus le taux de croissance est influencé 

négativement. Ce modèle de croissance contient ainsi 11 paramètres et deux constantes. Ce 

modèle est très utile pour définir l’effet de chacun des composés inhibiteurs et du pH sur la 

croissance du microorganisme mais n’a pas été utilisé pour prédire les cinétiques de 

concentration en produits de fermentation. 

 

Tous les modèles non structurés utilisés pour modéliser la fermentation ABE se basent donc sur 

une loi de Monod modifiée intégrant un terme d’inhibition plus ou moins développé afin de 

prendre en compte l’inhibition de la fermentation par le butanol et les acides carboxyliques 

produits. Les cinétiques de production de ces métabolites sont en règle générale couplées à la 

croissance des bactéries. Dans la prochaine partie les lois des cinétiques de productions des 

produits de fermentation A/IBE seront donc détaillés. 

3.2.3 Modélisation de la cinétique de production des métabolites 

La cinétique de production de métabolites peut être décrite de différentes manières dans le cas 

des modèles non structurés. Un des moyens de modéliser la cinétique de production est 

d’employer l’équation 4-13 développée par Luedeking et Piret (1959). Cette équation modélise à 

la fois les produits synthétisés pendant la croissance ainsi que ceux synthétisés pendant la phase 

de maintenance cellulaire. 

équation 3-13 : 
𝒅𝑷

𝒅𝒕
= 𝜶. µ. 𝑿 + 𝜷.𝑿 
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α représente une constante relative à la vitesse de production du métabolite associée à la 

croissance et β représente la vitesse de production du métabolite non associée à la croissance 

cellulaire. Ce type de structure a été choisi par tous les modèles décrits dans la partie précédente 

(Lim et al. 2019b; A. Mulchandani and B. Volesky 1986; Srivastava and Volesky 1990). Toutefois, 

cette structure a été adaptée dans certains modèles afin de décrire la consommation des acides 

pour produire des solvants. Ces derniers modélisent la consommation de substrat par la relation 

écrite dans l’équation 3-14. 

équation 3-14 : 𝒓𝒔 = 𝒌𝟑. µ. 𝑿 + 𝒌𝟒. 𝑿 

• rs : vitesse spécifique de consommation de substrat (g.L-1.h-1) 

• k3 : inverse du rendement biomasse sur substrat (g.g-1) 

• k4 : coefficient de maintenance (h-1) 

Dans le cas de la consommation des acides vers la production de butanol et d’acétone, le 

phénomène est modélisé de la manière suivante. Le butanol synthétisé provient à la fois de 

l’utilisation du glucose en tant que substrat et de la conversion de l’acide butyrique en butanol. 

La cinétique de consommation de l’acide butyrique s’écrit donc selon l’équation 3-15 présentée 

ci-dessous : 

équation 3-15 : 𝒓𝑩𝑨𝒑 = 𝒌𝟓. (𝒌𝟑. µ. 𝒇(𝑰)𝑿 + 𝒌𝟒. 𝑿) 

• rBAp : vitesse de production du butyrate (g.L-1.h-1) 

• k5 : rendement acide butyrique sur substrat (g.g-1) 

• k3 : inverse du rendement biomasse sur substrat (g.g-1) 

• µ : Taux de croissance (h-1) 

• f(I) : fonction d’inhibition 

• k4 : coefficient de maintenance (h-1) 

équation 3-16 : 𝒓𝑩𝑨𝒄 = 𝒌𝟔.
𝑩𝑨

𝑩𝑨+𝑲𝑩𝑨
.
𝑺

𝑺+𝑲𝒔
. 𝑿 

• rBac : vitesse de consommation du butyrate (g.L-1.h-1)  

• k6 : vitesse maximale de consommation du butyrate  

• KBA : constante de saturation du butyrate (g.L-1) 

• S : concentration en biomasse (g.L-1) 

• BA : concentration en acide butyrique (g.L-1) 
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Ici, la production du butyrate est modélisée selon l’équation de Luedeking & Piret. Néanmoins, la 

consommation des acides suit une cinétique de type Monod, en fonction de la vitesse maximale 

de consommation, de la concentration en glucose ainsi qu’en acide butyrique. Dans le cas de la 

production de solvants, les cinétiques de productions d’acétone et d’isopropanol ont la même 

structure que celle de production de butanol. Cette dernière est représentée dans l’équation 

3-17. 

équation 3-17 : 𝒓𝑩 = 𝒌𝟕. (𝒌𝟑. µ. 𝒇(𝑰)𝑿 + 𝒌𝟒. 𝑿) + 𝒌𝟏𝟒. 𝒓𝒃𝒂𝒄 

• rB vitesse de production du butanol (g.L-1.h-1) 

• k7 : rendement butanol sur substrat (g.g-1) 

• k3 : inverse du rendement biomasse sur substrat (g.g-1) 

• µ : Taux de croissance (h-1) 

• f(I) : fonction d’inhibition 

• k4 : coefficient de maintenance (h-1) 

• k14 rendement butyrate sur butanol (g.g-1) 

• rbac : vitesse de consommation du butyrate (g.L-1.h-1) 

Les cinétiques de production et de consommation de l’acide acétique et la cinétique de 

production de l’acétone suivent la même structure que celles de l’acide butyrique et du butanol, 

respectivement. Tous ces modèles non structurés ont été utilisés pour décrire les productions de 

solvants ABE ou des différents métabolites (acides et solvants) au cours d’un batch. Cependant, 

ces modèles n’ont pas été utilisés pour décrire la dynamique de croissance des biofilms lors des 

fermentations continues à cellules immobilisées. Certains auteurs ont tenté différentes 

approches pour modéliser la fermentation ABE à cellules immobilisées, principalement pour des 

lits fixes. Ces approches seront détaillées dans la partie suivante. 

3.3 Modélisation de la fermentation A/IBE en biofilm 

Comme exposé dans la partie 2.2 il a été montré que l’utilisation de lits fixes permettent 

d’améliorer significativement les performances des procédés de fermentation ABE et IBE. Afin de 

mieux comprendre et dimensionner les unités de production et de purification et par conséquent 

mieux estimer le coût global du procédé, plusieurs structures de modèles cinétiques ont été 

proposées pour décrire les fermentations ABE et IBE en lit fixe. 

3.3.1 Modèle de Raganati 

Raganati et al. (2016) ont proposé un modèle afin de déterminer les différents types de biomasse 

présentes au sein du réacteur à cellules immobilisées. La souche utilisée pour cette étude est C. 
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acetobutylicum ATCC824 la source de carbone est le lactose. Les supports placés dans les 

bioréacteurs pour favoriser la croissance du biofilm sont des anneaux de Tygon®. Le système est 

composé de quatre réacteurs à biofilm opérés en parallèle pendant sept jours. Lors de la phase 

de croissance du biofilm chacun des bioréacteurs a été opéré en continu , ces derniers ont ensuite 

été raccordés entre eux en série. 

Dans ce modèle, les auteurs ont distingué différents types de biomasse. La biomasse totale 𝑋𝑇𝑂𝑇 

est composée de plusieurs groupes de cellules distinctes : XA,actives la concentration en cellules 

productrices d’acides, XS,actives la concentration en cellules productrices de solvants et enfin Xinactive 

la part de biomasse non productive. La relation entre les différentes biomasses est décrite dans 

l’équation 3-18 ci-dessous. 

équation 3-18 : 𝐗𝐢𝐧𝐚𝐜𝐭𝐢𝐯𝐞 = 𝐗𝐓𝐎𝐓 − 𝐗𝐀,𝐚𝐜𝐭𝐢𝐯𝐞𝐬 − 𝐗𝐒,𝐚𝐜𝐭𝐢𝐯𝐞𝐬 

La productivité volumique en acide dans chaque réacteur est décrite ainsi :  

équation :3-19 𝑾𝒂𝒄𝒊𝒅𝒔
𝑻𝑶𝑻 = 𝑫𝒊.𝑿𝑨,𝒂𝒄𝒕𝒊𝒗𝒆. 𝒀𝑨𝒄𝒊𝒅𝒔/𝑿 

• D : taux de dilution appliqué à chaque réacteur (h-1) 

• 𝑊𝑎𝑐𝑖𝑑𝑠
𝑇𝑂𝑇  : vitesse de production en acides (g.L-1.h-1) 

• XA,actives : concentration en cellules productrices d’acides (g.L-1) 

• Yacids/X : rendements acides sur biomasse (g.g-1) 

Le rendement acides sur substrat ainsi que la cinétique de production d’acides ont été déterminés 

dans des expériences préliminaires (Procentese et al. 2015; Napoli et al. 2012). Cependant, cette 

équation ne prend pas en compte les acides convertis en solvants. Et les auteurs ont donc ajouté 

un terme dans l’équation :3-19. 

 

équation 3-20 : 𝐖𝐀𝐜𝐢𝐝𝐬
𝐓𝐎𝐓 = (𝐖𝐀𝐜𝐢𝐝𝐬

𝐍𝐞𝐭 + 𝐖𝐚𝐜𝐢𝐝𝐬
𝐔𝐏 ) 

• 𝑊𝐴𝑐𝑖𝑑𝑠
𝑁𝑒𝑡  : vitesse de production des acides par les bactéries actives (g.L-1.h-1) 

• 𝑊𝑎𝑐𝑖𝑑𝑠
𝑈𝑃  :vitesse de consommation des acides (g.L-1.h-1) 

La vitesse de consommation des acides, 𝑊𝑎𝑐𝑖𝑑𝑠
𝑈𝑃 , est estimé grâce à une relation stœchiométrique 

décrite par Desai et al. (1999). La masse d’acétone produite est égale à la somme des acides 

butyriques et acétiques convertis selon les équation 3-21 et l’équation 3-23 présentées ci-

dessous :  

équation 3-21 : A = AAUP+BAUP et 
𝑩𝑨𝑼𝑷

𝑨𝑨𝑼𝑷
= 𝟎, 𝟑𝟏𝟓

𝑩𝑨

𝑨𝑨
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équation 3-22 : 𝑾𝑨𝒄𝒊𝒅𝒔
𝑼𝑷 = 𝑫𝒊. (𝑨𝑨

𝑼𝑷 +𝑩𝑨𝑼𝑷) 

équation 3-23 : 𝑾𝑨𝒄𝒊𝒅𝒔
𝑵𝒆𝒕 = 𝑫𝒊(𝑨𝑨 + 𝑩𝑨) 

• A : concentration en acétone (g.L-1) 

• BA, AA : concentration en acide butyrique et acide acétique produits (g.L-1) 

• BAUP, AAUP : concentration en acide consommé (g.L-1) 

 

D’après ces trois équations, il est possible de déduire la concentration de cellules productrices 

d’acides (XA,active) dans le réacteur grâce à la relation décrite dans l’équation 3-24.  

équation 3-24 : 𝐗𝐀,𝐚𝐜𝐭𝐢𝐯𝐞 =
𝐖𝐀𝐜𝐢𝐝𝐬
𝐓𝐎𝐓

𝐃𝐢.𝐘𝐀𝐜𝐢𝐝𝐬/𝐗
 

Afin de déterminer la concentration en cellules productrices de solvants, Xs, le bilan matière sur 

le butanol est effectué tel que présenté dans l’équation 3-25 : 

équation 3-25 : 𝑫 𝒊. (𝑩𝑶𝑼𝑻 − 𝑩𝑰𝑵) =  𝒓𝑩. 𝑿𝑺,𝒂𝒄𝒕𝒊𝒗𝒆 

• BOUT : concentration en solvants en sortie du réacteur (g.L-1) 

• BIN : concentration en solvants en entrée du réacteur (g.L-1) 

• rB : vitesse spécifique de production de solvants (g.L-1.h-1) 

• XS, active : concentration en cellules de biofilm productrices (g.L-1) 

 

La productivité spécifique en butanol, rB peut être calculée à partir d’un modèle écrit selon 

l’équation 3-26 suivante (2015; Procentese et al. 2015): 

équation 3-26 : 𝒓𝑩=𝒓𝑩,𝒎𝒂𝒙(
𝑪𝑳

𝑲𝑳,𝑩+ 𝑪𝑳
)(

𝑨𝑨

𝑲𝑨𝑨+ 𝑨𝑨
)(

𝑩𝑨

𝑲𝑩𝑨+ 𝑩𝑨
)(

𝑲𝑩

𝑲𝑩+ 𝑩
) 

• CL : concentration en lactose (g.L-1) 

• AA : concentration en acide acétique (g.L-1) 

• BA : concentration en acide butyrique (g.L-1) 

• B : concentration en butanol (g.L-1) 

• KL,B : constante de saturation en lactose et butanol (g.L-1) 

• KAA : constante d’inhibition par l’acide acétique (g.L-1) 

• KBA : constante d’inhibition par l’acide butyrique (g.L-1) 

• KB : constante d’inhibition par le butanol (g.L-1) 
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L’hypothèse principale avancée par les auteurs afin de simplifier le système est que la population 

cellulaire totale XTOT est constante le long de l’expérience. Ces derniers font également 

l’hypothèse que le système étudié se trouve à l’état stationnaire pendant toute la phase de 

production de solvants. Il est alors possible de calculer les concentrations des différentes 

populations présentes dans le réacteur selon les différents taux de dilutions appliqués au 

système. Le modèle ici proposé est utile pour l’interprétation des performances d’un réacteur à 

biofilm, mais présente quelques désavantages. En effet, l’hypothèse simplificatrice se basant sur 

le fait que la biomasse totale XTOT ne varie pas pendant la durée du test n’a pas été vérifiée par 

les auteurs. Le test a duré au total 3 mois, et la phase de lancement initiale n’a pris que 7 jours. 

Le biofilm a donc pu se développer pendant la phase de production. Il n’existe pas de données 

sur la croissance initiale d’un biofilm formé par les Clostridia solvantogènes. En effet, la masse 

totale de cellules adhérées dépend à la fois de la structure du support, de la physico-chimie de ce 

dernier, ainsi que des conditions hydrodynamiques présentes dans le bioréacteur. 

3.3.2 Modèle de Qureshi 

Qureshi et al. ont également proposé un modèle pour décrire l’évolution de la composition du 

biofilm dans un bioréacteur à lit fixe (Qureshi et al. 1988). La souche utilisée pour l’expérience est 

C. acetobutylicum P262, la source de carbone est le lactose et le support d’immobilisation est le 

charbon. Les auteurs ont observé que, malgré une augmentation permanente de la biomasse 

totale dans le réacteur, la productivité volumique et la vitesse de consommation en substrat 

restent les mêmes. Ces derniers ont donc émis la série d’hypothèses suivantes : 

• Le système observé se trouve à l’état stationnaire 

• Lors des états stationnaires, la biomasse active reste stable contrairement à la biomasse 

totale.  

• La biomasse productrice de solvants ne croit plus (µBS=0). 

La biomasse est ici représentée selon l’équation 3-27 : 

équation 3-27  𝑩𝑻 =  𝑩𝑺 +  𝑩𝑮 +  𝑩𝑴 +  𝑩𝑰.  

• BG représente la biomasse en croissance (g.L-1),  

• BT la biomasse totale (g.L-1),  

• Bs La concentration en bactéries productrices de solvants (g.L-1),  

• BM la masse bactérie vivantes mais non productives (g.L-1), 

• BI la biomasse inactive (g.L-1),  

Les différents types de biomasses possèdent des vitesses de consommation de substrat 

différentes : rLS, rLG, rLM. La vitesse totale d’utilisation du lactose s’écrit rL = rLS + rLG + rLM. La vitesse 
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de consommation du lactose par les bactéries en phase de croissance (rLG) et en phase 

solvantogènes (rLS) suit une loi de Monod présenté dans l’équation 3-28 et l’équation 3-29 

présentées ci-dessous : 

équation 3-28 : 𝒓𝑳𝑺= 
𝑩𝒔.𝑽𝒎𝒂𝒙.𝑪

𝒀𝒔(𝑪+𝑲𝒎)
(𝟏 −

𝑪𝒔

𝑪𝒔𝒎𝒂𝒙
) 

équation 3-29 :  𝒓𝑳𝑮 =
𝑩𝑮.µ𝒎𝒂𝒙.𝑪

𝒀𝑮(𝑪+𝑲𝒔)
(𝟏 −

𝑪𝒔

𝑪𝒔𝒎𝒂𝒙
) 

Les paramètres suivants ont été déterminés dans d’autres publications (Kanchanatawee and 

Maddox 1991; Schoutens and F. Kossen 1986) 

• C : concentration en lactose (g.L-1) 

• Cs :Concentration en solvants (g.L-1) 

• Csmax : Concentration maximale des solvants (g.L-1) 

• Ys : rendements en solvants (g.g-1),  

• Vmax : vitesse de production spécifique maximale (g.L-1.h-1),  

• Km : constante de Michaelis Menten (g.L-1) 

• Ks : constante de saturation (g.L-1) 

• µmax : Taux de croissance maximal de la souche (h-1) 

La vitesse de consommation de substrat par les bactéries en maintenance ( rLM) est écrite comme 

ceci :  

équation 3-30 : 𝒓𝑳𝑴 = 𝒎(𝑩𝒔 + 𝑩𝑮 + 𝑩𝑴) 

• m : coefficient de maintenance glactose.gbiomasse
-1.h-1 

Le système décrit par les auteurs agit comme un réacteur à piston, il existe donc un gradient de 

concentration en substrat et en produits en fonction de la hauteur de la colonne. Ces gradients 

sont exprimés par les équations suivantes : 

• Concentration en solvants selon la hauteur de la colonne  

équation 3-31 : 
𝒅𝑪𝒔

𝒅𝒉
=
𝑨

𝑭
. 𝒓𝑳𝑺. 𝒀𝒔 

• Concentration en biomasse en suspension selon la hauteur de la colonne : 

équation 3-32 : 
𝒅𝑪𝑩

𝒅𝒉
=
𝑨

𝑭
. 𝒓𝑳𝑮. 𝒀𝑮 − ∆𝑩𝑮/𝑯𝑭 
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• A : aire de la section du réacteur (m²) 

• F : débit d’entrée (L.h-1) 

• ΔBG :accumulation de biomasse dans le réacteur (g biomasse.h-1) 

• H : hauteur de la colonne (m) 

 

Les variables d’entrées utilisées pour résoudre ces équations sont la biomasse résiduelle (CB) ainsi 

que le lactose en entrée de réacteur (C). Les différentes populations peuvent donc être estimées 

en fonction de la biomasse totale immobilisée dans le réacteur ainsi que par la consommation en 

substrat. Ce modèle, comme celui développé par Raganati, est utilisé dans un but d’interprétation 

des phénomènes se déroulant dans le réacteur. 

Le modèle développé arrive correctement à estimer les titres en solvants finaux en sortie de 

réacteur en fonction de la biomasse immobilisée finale. Les différents types cellulaires sont 

estimés à partir des vitesses de consommation de substrat lors de l’état stationnaire 

correspondant à l’arrêt du réacteur pour analyse de la biomasse. Toutefois, comme l’approche 

proposée par Raganati et al. (2016), les auteurs n’ont pas cherché à corréler les données sur la 

biomasse obtenues par modélisation à des données expérimentales. 

3.3.3 Modèle de Schoutens 

Schoutens et al. ont développé un modèle afin de décrire la production de butanol et 

d’isopropanol par C. beijerinckii immobilisée dans un lit d’alginate lors d’un procédé de 

fermentation continu (Schoutens and F. Kossen 1986; Schoutens et al. 1986b). Il est à noter que 

le modèle proposé par ces auteurs est une simplification de celui proposé par Krouwel et al. 

(1983a). En effet, ce dernier faisait appel à un trop grand nombre de paramètres, dont certains 

non mesurables. 

Le modèle développé a pour but de simuler les productivités volumiques maximales en fonction 

du taux de dilution imposé au système ainsi qu’à la fraction de solide placé dans le réacteur. Les 

hypothèses simplificatrices sont les suivantes :  

• Le réacteur est à l’état stationnaire, 

• la masse de cellules en suspension est négligeable par rapport à celle immobilisée dans les 

billes d’alginates. 

Le bilan matière sur le réacteur s’écrit donc ainsi : 

équation 3-33 :
𝐃𝐭(𝐂𝐬𝟎−𝐂𝐬)

𝟏−𝛆
= 𝛔. 𝐫𝐬 
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équation 3-34 : 𝐂𝐛 = 𝐘𝐬𝐛(𝐂𝐬𝟎 − 𝐂𝐬) 

équation 3-35 : 𝐂𝐈𝐏= 
𝐂𝐁

𝐤
 

• Dt  : taux de dilution appliqué au système (h-1) 

• Cs0  : concentration initiale en substrat (g.L-1) 

• Cs : concentration en substrat au cours du temps (g.L-1) 

• CIP : concentration en isopropanol (g.L-1) 

• 1-ε : fraction volumique de bille d’alginate dans le réacteur 

• rs : vitesse de consommation du substrat (g.L-1h-1)  

• σ : coefficient d’efficacité.  

Le coefficient d’efficacité est le rapport entre le taux de conversion réel du substrat au sein des 

billes d’alginate sur le taux calculé si les limitations par diffusion ne sont pas prises en comptes. 

CIP et Cb représentent respectivement la concentration en isopropanol et en butanol calculées en 

sortie de réacteur (g.L-1). La consommation de substrat s’écrit selon l'expression suivante : 

équation 3-36 : 𝐫𝐬 = 
µ𝐦𝐚𝐱.𝐂𝐱𝐬

𝐘𝐬𝐱
.
𝐂𝐬

𝐂𝐬+𝐊𝐬
(𝟏 −

𝐂𝐩

𝐂𝐩,𝐦𝐚𝐱
)𝐧 +𝐦𝐬𝐂𝐱𝐬 

Les paramètres présentés ci-dessous ont été déterminés expérimentalement. Le facteur 

d’efficacité a été calculé pour chaque Cs observé expérimentalement. Le modèle le plus proche 

des valeurs calculées en sortie du réacteur est celui ne présentant pas le terme de l’équation de 

Monod ainsi que celui de la maintenance. 

• µmax : taux de croissance maximale de la souche (h-1) 

• Ks : constante de saturation (g.L-1)  

• Cp,max : concentration inhibitrice en butanol (g.L-1) 

• n : ordre de la réaction 

• ms : coefficient de maintenance (g glucose.g.biomasse.h-1) 

Les modèles développés pour la fermentation ABE à cellules immobilisées et présentés dans cette 

partie ont plusieurs objectifs. Tout d’abord, Raganati et al. ont utilisé leur modèle afin de décrire 

la composition de la biomasse immobilisée en faisant l’hypothèse que la masse totale de biofilm 

est constante à l’état stationnaire. Qureshi et al. ont développé un modèle qui permet de décrire 

les cinétiques de production de métabolites à l’état stationnaire à partir du taux de dilution, de la 

concentration en substrat en entrée du système et de la biomasse totale immobilisée dans le 

réacteur. Schoutens et al. ont, quant à eux, modélisé les productivités du procédé de 

fermentation en prenant en compte la teneur en solide dans le réacteur utilisé. Néanmoins, seul 
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un de ces modèles décrit la fermentation IBE, et tous font l’hypothèse que la biomasse ne varie 

pas au cours des procédés de fermentation à lit fixe. Un travail sur la description de la croissance 

du biofilm sur les solides supports utilisés au cours de la fermentation doit donc être effectué afin 

de décrire avec plus de précision les procédés de fermentation IBE à cellules immobilisée. En effet, 

la croissance du biofilm est un phénomène long qui peut un avoir un impact majeur sur la 

productivité de ces procédés. Le développement de modèles cinétiques qui prennent en compte 

ces phénomènes pourrait permettre de mieux comprendre les phénomènes qui influent sur le 

démarrage des fermentations à lit fixe. 

4 Objectifs de la thèse 

Comme mentionné au cours de l’étude bibliographique, dans certains cas, la fermentation 

continue à cellules immobilisées est un excellent moyen d’augmenter la productivité volumique 

du procédé. Toutefois, de nombreux paramètres bloquent encore la montée en échelle de cette 

technologie. En effet afin d’opérer les procédés sur le long terme et ainsi maximiser le taux 

d’utilisation du bioréacteur, la biomasse immobilisée doit être active. Néanmoins, la quantité de 

cellules immobilisées ainsi que la quantité de cellules actives au sein du biofilm ne sont pas 

connues, ce qui rend la conduite et la compréhension du procédé complexe. De plus, la formation 

d’un biofilm mature peut prendre entre plusieurs jours et plusieurs semaines, selon les conditions 

étudiées. La dynamique de formation du biofilm dépend de nombreux facteurs comme les 

propriétés physico-chimiques des solides supports ainsi que les conditions hydrodynamiques 

dans le bioréacteur. 

Le premier objectif de cette thèse vise à comprendre les cinétiques de formation des biofilms au 

cours des fermentations continues à cellules immobilisées et comment la croissance du biofilm 

influe sur la performance du procédé de fermentation étudié. Par conséquent un modèle 

cinétique doit être développé afin de décrire les principaux phénomènes qui influent sur la 

croissance du biofilm et qui permettrait de décrire les phénomènes observés à l’échelle 

laboratoire . En outre, la répartition de la biomasse active dans le bioréacteur au cours des 

différentes étapes du procédé est un paramètre important afin de conduire et d’extrapoler au 

mieux les bioréacteurs à lit fixe. Par conséquent, le deuxième objectif de cette thèse est de 

développer des méthodes de caractérisation de la viabilité du biofilm formé par C.beijerinckii. Ces 

méthodes doivent permettent de mesurer et de situer les cellules actives qui composent le 

biofilm tout au long de son développement au cours des procédés de fermentations continus à 

lit fixe. 
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Chapitre 2 : Matériel et méthodes  

1 Souches et modes de culture 

1.1 Souche 

1.1.1 Préparation des cryotubes de spores 

La souche utilisée dans la thèse est Clostridium beijerinckii DSM6423. Afin de conserver la souche 

et s’assurer de l’unicité du lot utilisé tout au long des trois ans, une banque de spores a été créée 

de la manière suivante : un volume de 0,5 mL d’une suspension cellulaire est étalé sur boîte de 

Pétri contenant du milieu GAPES solide réduit en chambre anaérobie (Bactron, Cornélius, Oregon, 

États-Unis). Les boîtes sont placées en condition anaérobie à 34°C pendant 5 à 7 semaines. Après 

vérification de la présence de spores au microscope, 7 mL d’une solution de glycérol stérile à 20 

%v/v est ajouté à chaque boite. Les spores sont décrochées de l’agar à l’aide d’un étaloir stérile. 

La suspension de spores ainsi obtenue est répartie dans des tubes Eppendorf par volume de 250 

µL. Les tubes sont ensuite stockés à -80°C sur le site de l’IFPEN de Rueil-Malmaison. Les spores 

sont transmises par colis sur le site de Solaize et stockées dans de la carboglace pendant le 

transport. Elles sont conservées sur le site de Solaize à -20°C avant utilisation dans les deux 

semaines. 

1.2 Milieux de culture 

1.2.1 Milieu CALAM 

Le milieu CALAM (Nimcevic et al. 1998); est un milieu de remise en culture des spores dont la 

composition est décrite dans le tableau ci-dessous : 
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tableau 4 : Composition du milieu de culture CALAM 

Composant Concentration (g.L-1) 

Pomme de terre 250 

(NH4)2SO4 2,0 

CaCO3 2,0 

Glucose 10,0 

 

Les pommes de terre sont mises à cuire pendant 20 minutes dans de l’eau bouillante, puis 

épluchées et mixées en présence d’eau à l’aide d’un homogénéiseur de type Ultra-Turrax® T25 

(IKA, Staufen, Allemagne). La purée est ensuite filtrée afin de retirer les grumeaux résiduels de 

pomme de terre. Les autres composants, décrit dans le tableau 4, sont enfin ajoutés au filtrat. Le 

milieu est réparti dans des tubes à essai (10 mL) puis ces derniers sont autoclavés à 120°C pendant 

20 min et stockés à 4°C avant utilisation. 

1.2.2 Milieu GAPES 

Le milieu GAPES (tableau 5) est un milieu de culture et de croissance pour les bactéries du genre 

Clostridia qui a été décrit par Gapes et al. (1996). Ce milieu est utilisé à la fois pour la chaine 

d’ensemencement ainsi que pour les essais en fermenteur en milieu défini. Parmi les composants, 

l’acide p-amino-benzoïque est une vitamine nécessaire à la croissance des Clostridia et l’acétate 

d’ammonium sert à la fois de source d’azote et de tampon acido-basique pour la bactérie. Le 

milieu est stérilisé par filtration avec une unité de filtration Thermo Scientific™ Nalgene™ Rapid-

Flow™ de 0,2 µm de diamètre de pore (Thermo Fisher, Waltham, Massachussetts, États-Unis). 
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tableau 5 : Composition du milieu de culture GAPES 

Composant Concentration (g.L-1) 

FeSO4, 7H2O 0,0066 

MgSO4, 7H2O 1,0 

KH2PO4 1,0 

K2HPO4 0,6 

CH3COONH4 2,9 

Acide p-amino-benzoïque 0,1 

Extrait de levure granulé  2,5 

Glucose 45 ou 60 

tableau 6 : Composition du milieu de culture GAPES solide 

Composant Concentration (g.L-1) 

Agar 20 

FeSO4, 7H2O 0,5 

MgSO4, 7H2O 1,0 

KH2PO4 0,76 

K2HPO4 2,9 

CH3COONH4 2,9 

acide-p-aminobenzoïque 0,1 

extrait de levure 5,0 

 

1.3 Conditions de culture 

1.3.1 Mise en culture des spores 

Les spores de la souche de Clostridium beijerinckii DSM6423 sont stockées sur le site de Solaize à 

-20°C dans 1 mL de solution composée à 20% v/v de glycérol contenu dans un cryotube. Quatre 
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tubes à essai contenant 10 mL de milieu CALAM sont placés en condition anaérobie, dans une 

jarre hermétique dans laquelle est placée un réactif Anaerocult® (Merck, Darmstadt, Allemagne), 

pendant une nuit. Après réduction du milieu, les spores sont activées par un choc thermique à 

100°C au bain-marie pendant une minute. Le milieu de culture est ensuite refroidi sur glace 

pendant trois minutes. L’inoculation est effectuée en transférant stérilement un volume de 250 

µL du cryotube dans 10 mL de milieu CALAM. Le tube est ensuite placé dans une jarre hermétique 

en présence d’une autre plaquette d’Anaerocult®. La jarre qui contient les tubes est elle-même 

placée dans un incubateur HT Multitron cell® (Infors, Bottmingen, Suisse) à 34°C et sous agitation 

à 100 rpm pendant 24 h. 

1.3.2 Précultures 

Une préculture en milieu GAPES est effectuée avant l’ensemencement final du fermenteur. Les 

10 mL de milieu CALAM fermentés sont introduits dans 90 mL de milieu GAPES stérile dans un 

flacon en verre (Schott Duran, Colombes, France) de 250 mL préalablement stérilisé à l’autoclave 

(120°C pendant 20 minutes). Ce milieu GAPES a préalablement été balayé à l’azote pendant 30 

minutes afin de chasser l’oxygène du milieu. Le flacon de préculture est muni d’un évent équipé 

d’un filtre stérile. Cet évent est fermé lors des 5 premières heures de la fermentation puis ouvert 

afin de pouvoir permettre le dégagement des gaz produits pendant la fermentation. La préculture 

est mise à incuber pendant 24 h avant ensemencement dans les réacteurs finaux (Pérez-Bibbins 

et al. 2018). 

1.4 Description des systèmes expérimentaux 

1.4.1 Support utilisé pour l’immobilisation des cellules et la formation des biofilms. 

Au cours de la thèse, des mousses en polyuréthane ont été choisies comme support pour la 

croissance du biofilm. En effet, ces dernières ne sont pas toxiques pour les bactéries cultivées, 

ont une grande surface spécifique disponible pour l’adhésion, sont résistantes à la stérilisation, 

et ont une porosité ouverte. Toutes ces caractéristiques permettent aux cellules de croître à 

l’intérieur des pores sans être lessivées. Des mousses en polyuréthane ISP4452 (Industrie Schaum 

Produkte, Limbourg, Allemagne) d’une densité de pore de 40 ppi (pore per inch), de densité 

apparente de 40 kg.m-3 et de dimension 20 mm x 20mm x 7 mm sont utilisées comme solide 

support. La fiche technique de la mousse est disponible dans l’Annexes-1 de ce rapport. La masse 

solide par volume utile de bioréacteur pour chacun des essais est de 7,0 g.L-1. 

1.4.2 Fermenteur à biofilm CBR-90-3 anaerobic bioreactor 

Afin d’étudier le développement de biofilm, un nouvel outil expérimental a été acquis auprès de 

Biosurface technologies®. Ce dernier permet d’étudier de la croissance du biofilm sur différents 

types de supports plans. Ces supports, appelés coupons, peuvent être retirés de manière stérile 

au cours d’une fermentation continue. Ainsi, la fermentation peut continuer et la cinétique 

d’adhésion de biomasse peut être étudiée au sein d’un même réacteur. Ce bioréacteur a déjà été 
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utilisé dans la littérature afin d’étudier les caractéristiques des biofilms formés sur différents 

types de support au cours de fermentations continues (Honraet et al. 2005; Paredes et al. 2012; 

Williams and Bloebaum 2010; Yoon and Lee 2017). 

Ce dernier est en verre et possède un volume utile de 350 mL. La platine du réacteur dispose de 

8 ouvertures servant à insérer 8 barreaux qui plongent dans le milieu de fermentation. Chaque 

barreau peut accueillir, lui-même, 3 coupons de matériaux choisis. Les barreaux peuvent être 

retirés de manière stérile (sous PSM ou à la flamme) et la biomasse adhérée sur ces derniers peut 

ensuite être analysée. 

La platine de ce bioréacteur est équipée d’une entrée pour l’alimentation en substrat d’un 

plongeant pour les prélèvements, la sortie liquide est assurée par un système de débordement. 

Un schéma de l’outil expérimental est présenté en figure 10. Tous les essais sont effectués à 34°C, 

et le pH de la fermentation n’est pas contrôlé.  

 
figure 10: Schéma du réacteur à biofilm BioSurface Technologies  

Le bioréacteur à biofilm est rempli avec 305 mL de milieu GAPES stérile puis est placé sous 

chambre anaérobie pendant une nuit afin de chasser l’oxygène du milieu de culture. Un volume 

de 45 mL de préculture est inoculé dans le bioréacteur (10 % v/v) et le bioréacteur est placé dans 

un incubateur Multitron cells (Infors HT, Bottmingen, Suisse) à 34 °C. L’agitation est effectuée à 

l’aide d’un barreau aimanté sur une plaque d’agitation réglée à 200 rpm. Le bioréacteur est 

ensuite connecté à la bouteille d’alimentation ainsi qu’au contenant recevant les déchets liquides. 

Après une phase de croissance des bactéries d’une durée de 8 h, le flux d’alimentation est mis en 

route. La solution d’alimentation composée également de milieu GAPES stérile est amenée au 

fermenteur à l’aide d’une pompe péristaltique SciLog® ChemTec™ (Parker Hannifin, Cleveland, 



 

Chapitre 2 : Matériel et méthodes  69 
 

Ohio, États-Unis). Cette dernière est programmable et reliée à une balance ICS425k-35L (Mettler 

Toledo, Colombus, Ohio, États-Unis) disposée sous la bouteille d’alimentation en substrat. Il est 

ainsi possible de réguler les débits d’entrées de substrat dans le fermenteur. L’alimentation est 

démarrée à un taux de dilution de 0,03 h-1 avant d’être progressivement augmentée selon 

différents types de pente en fonction de l’expérience réalisée. 

1.4.3 Fermentation en flacons Schott 

Le système de fermentation en flacon schott permet de paralléliser un grand nombre de 

fermentations continues. Ainsi, avec ce type de système, il est par exemple, possible d’effectuer 

des réplicas biologiques pour le screening de solides ou la validation des méthodes d’analyses de 

la viabilité du biofilm. Le système d’étude est composé de 8 flacons Schott de volume utile 100 

mL. Les flacons sont alimentés par une nourrice, reliés par une pompe péristaltique multi-têtes 

(Cole-Parner, Vernons Hills, Illinois, États-Unis). Chaque flacon Schott est équipé d’une platine 

munie d’un plongeant sur lequel sont fixées 4 mousses en polyuréthane. Chaque platine est 

équipée d’une sortie composée d’un tuyau plongeant permettant un soutirage par débordement 

(hauteur de tuyau correspondant à un volume liquide de 80 mL). La platine est également munie 

d’une entrée reliée à la bouteille d’alimentation en substrat ainsi que d’un évent équipé d’un filtre 

stérile de porosité 0,2 µm. L’agitation est assurée par un barreau magnétique dans chaque flacon. 

Un schéma du montage est représenté figure 11. 

 
figure 11: Schéma du montage de fermentation en flacons Schott pour analyse du biofilm par cytométrie 

en flux 

Une fois les flacons et tuyaux stérilisés, 90 mL de milieu GAPES est ajouté dans chaque flacon, 

puis ces derniers sont incubés dans la chambre anaérobie pendant la nuit. Les flacons sont 

inoculés à 10% v/v et incubés pendant 7 h à 34°C dans la chambre anaérobie. Ils sont sortis de la 

chambre, les tuyaux d’alimentation et de soutirage sont raccordés et le système entier est placé 
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dans une étuve à 34°C sur un agitateur magnétique. Le substrat est amené via la pompe jusqu’aux 

flacons. Le taux de dilution initial imposé est compris entre 0,01 h-1 et 0,03 h-1. 

1.4.4 Fermentation en colonnes lit fixe 

Le bioréacteur à colonne lit fixe est conçu pour favoriser l’adhésion et la croissance du biofilm sur 

les supports étudiés et ainsi favoriser les productivités du procédé de fermentation développé. 

Le bioréacteur à colonne à lit fixe est une colonne en verre d’un diamètre interne de 4,3 cm et 

d’une hauteur de 20 cm. Son volume utile est de 200 mL tandis que son volume total est de 315 

mL. Une grille métallique est placée dans la colonne afin de retenir les mousses dans le milieu de 

culture au cours de la fermentation. La sortie du gaz de fermentation est assurée par un évent 

munis d’un filtre stérile monté sur la bouteille contenant le milieu fermenté sorti de la colonne. 

Une représentation schématique de la colonne est montrée sur la figure 12.  

Une masse de 1,5 g de mousses en polyuréthane, coupées en quatre parties égales, est utilisée 

comme support de développement pour le biofilm. Les mousses sont rincées à l’eau distillée puis 

sont placées dans une grille métallique adaptée au diamètre de la colonne afin de bloquer les 

supports dans le milieu de culture. La colonne est stérilisée à 120°C pendant 20 minutes à vide en 

présence des mousses en polyuréthane (PU), préalablement disposées dans le réacteur.  

 
figure 12 Schéma représentatif du bioréacteur colonne 

Une pompe péristaltique SciLog® ChemTec ™ (Parker Hannifin, Cleveland, OH, États-Unis) est 

utilisée afin de transférer le milieu GAPES préalablement réduit à l’azote. Cette pompe est 

programmable et reliée à une balance Mettler Toledo ICS425k-35L (Mettler-Toledo, Columbus, 

OH, États-Unis). Le débit volumique de la pompe est régulé de manière continue en prenant en 

compte la perte de masse de la bouteille d’alimentation. Le débit de sortie est égal au débit 

d’entrée et est assuré par un système de débordement. 
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L’inoculation est effectuée en transférant 25 mL de préculture (10 %v/v) dans les colonnes à l’aide 

d’une seringue stérile à travers un entrant muni d’un clapet anti-retour. Après inoculation, une 

pompe de recirculation est mise en route. Elle permet un mélange homogène du milieu liquide 

dans la colonne. En effet le débit de recirculation est réglé entre 500 mL.h-1 en début de 

fermentation, et jusqu’à 3400 mL.h-1 lors des fins de tests. Le débit d’entrée en substrat est de 

7,5 mL.h-1 et atteint un maximum de 50 mL.h-1 en fin de test.  

Une phase de batch est d’abord respectée pendant 8 h afin de permettre la colonisation des 

supports et une croissance des bactéries. Une fois cette phase respectée le taux de dilution est 

fixé à 0,03 h-1. La pente d’augmentation est initialement fixée à 3,0.10-4 h-2 car des expériences 

préalables ont montré qu’elle permettait de garder une concentration stable en solvants pendant 

le démarrage de la fermentation. Cette dernière est ensuite augmentée de 20 % si la 

concentration en solvants totaux est au-dessus de 12 g.L-1. De la même manière, la pente du taux 

de dilution est diminuée de 20 % si la concentration en solvants totaux en sortie de réacteur est 

inférieure à 10 g.L-1. 

1.4.5 Fermentation en bioréacteurs 

 
figure 13 : Photographie des bioréacteurs Sartorius d’un volume utile de 500 mL utilisés pour les études 

cinétiques batchs 

Trois bioréacteurs Biostat-Q plus (Sartorius, Aubagne, France) d’un volume utile de 0,5 L ont été 

utilisés pour réaliser des fermentations en batch. Les bioréacteurs sont équipés d’une platine 

munie d’une sonde de température, d’un emplacement pour une sonde pH, d’une entrée munie 

d’une valve anti-retour pour les inoculations ainsi que de deux autres plongeants afin de pouvoir 

prélever régulièrement du milieu de culture et injecter du gaz si besoin. La platine est également 

équipée d’une sortie gaz thermostatée à 4°C. Elle est munie d’un filtre de porosité 0,45 µm et 

reliée à un compteur volumétrique de gaz (Ritter MilliGascounter, Bochum, Allemagne). 

Le réacteur est stérilisé à vide à 121°C pendant 20 minutes. Les trois bioréacteurs sont remplis 

avec 405 mL de milieu GAPES stérile. Une fois le milieu de culture transféré stérilement dans les 
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bioréacteurs, de l’azote est injecté dans le milieu de culture (bullage entre 0,1 et 0,5 vvm) pendant 

une nuit afin d’assurer des conditions anaérobies. Le chauffage est assuré par une double 

enveloppe remplie d’eau, maintenu à 34°C à l’aide d’un thermostat. Une fois l’inoculation 

effectuée, l’acquisition des données en ligne (pH, agitation, température) est effectuée via le 

boitier de contrôle des bioréacteurs.  

2. Analyses des fermentations 

2.1 Mesures pour le suivi 

2.1.1 Mesure de la densité optique par spectrophotométrie 

La densité optique (DO) de la suspension cellulaire est mesurée par absorbance à 600 nm à l’aide 

d’un spectrophotomètre UV mini 1240 (Shimadzu, Kyoto, Japon). Si nécessaire, la suspension 

cellulaire est diluée dans de l’eau distillée de manière que l’absorbance soit comprise entre 0,15 

et 0,7. Les mesures de DO sont effectuées une fois par jour contre le milieu avant 

ensemencement. 

2.1.2 Détermination de la masse sèche 

La masse sèche en suspension est obtenue par filtration de 10 mL d’échantillons sur une 

membrane de nylon de porosité 0,45 µm (VWR® ou Schleicher & Schuell®). Le filtrat est rincé avec 

une solution physiologique stérile (NaCl 9 g.L-1). Les filtres sont pesés avant utilisation et après le 

séchage de la biomasse pendant 24 h à 105°C. La masse sèche correspond à la différence de masse 

entre les deux pesées. Une corrélation entre la DO et la masse sèche a été déterminée comme 

montré sur la figure 14. Ainsi, une unité d’absorbance équivaut à 0,52 g.L-1 de masse cellulaire 

sèche. 
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figure 14 : Relation entre masse sèche cellulaire pesée et densité optique mesurée à 600nm (les barres 

d’erreur représentent les écarts types mesurés sur trois mesures) 

En ce qui concerne le biofilm, les solides supports sont mis à l’étuve à 100°C pendant 24 h avant 

chaque fermentation. Ces derniers sont ensuite placés dans un dessiccateur à température 

ambiante avant pesée. Une fois l’expérience terminée, le support sur lequel le biofilm s’est 

développé est analysé de la même manière. La masse sèche de biofilm immobilisée sur le support 

correspond à la différence de masse entre les deux pesées. 

2.2 Dosage des métabolites  

Des prélèvements du milieu de culture sont effectués une à deux fois par jour lors des 

fermentations continues et toutes les deux heures pour les fermentations batch. Afin de séparer 

les cellules de la phase aqueuse, l’échantillon est d’abord centrifugé à 5000 rpm pendant dix 

minutes. Après centrifugation, l’échantillon peut être stocké à -20°C avant de le traiter pour des 

analyses ultérieures. Avant les analyses, l’échantillon est filtré sur un filtre de porosité 0,2 µm et 

dilué au 20eme dans une solution de 1-propanol à une concentration à 0,5 g.L-1. Le 1-propanol sert 

à la fois d’étalon interne et externe pour les analyses 

Le mélange obtenu après fermentation est composé d’un mélange d’acide acétique, d’acide 

butyrique, de butanol, d’acétone , d’isopropanol, d’éthanol et de 1-propanol (l’étalon interne) 

dans de l’eau. La phase aqueuse récoltée et diluée est ensuite analysée à l’aide de plusieurs 

appareils afin de connaitre la concentration résiduelle des différents métabolites produits par la 

bactérie ainsi que la concentration en glucose non consommé. 
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2.2.1 Dosage de l’acétone, de l’isopropanol, de l’éthanol et du butanol en 

chromatographie phase gazeuse. 

La concentration en solvants produits au cours de la fermentation (acétone, isopropanol, butanol 

et éthanol) est mesurée par chromatographie en phase gazeuse. Un volume de 0,2 µL 

d’échantillon est injecté et analysé dans un chromatographe équipé d’une colonne porabond-Q 

(Agilent, Santa-Clara, Californie, États-Unis). Les dimensions de la colonne sont les suivantes : 25 

m de long, 0,32 mm de diamètre et 5 µm d’épaisseur de film. Les éléments séparés sont quantifiés 

à l’aide d’un détecteur à ionisation de flamme. L’hélium est utilisé comme gaz vecteur à un débit 

de 1,6 mL.min-1. Après injection, la colonne est graduellement chauffée de 50°C à 250°C pendant 

30 minutes. Des solutions de référence ayant une concentration en solvants connue sont passées 

en même temps que les échantillons afin de valider ou non les résultats. 

2.2.2 Dosage de l’acide acétique et de l’acide butyrique par HPLC. 

Un volume de 10 µL est injecté dans une chaine HPLC CC20A (Shimadzu ; Kyoto, Japon) équipée 

d’une colonne HPX-87H (Bio-Rad, Hercules, CA, États-Unis),chauffée à 60°C et éluée avec une 

solution aqueuse concentrée à 0,01 N d’acide sulfurique à un débit volumique de 0,6 mL.min-1. 

La détection des composants est effectuée à l’aide d’un détecteur UV Waters 2487 dual λ réglé à 

220 nm. 

2.2.3 Dosage du glucose  

Le glucose est mesuré de deux manières différentes. Une fois le prélèvement effectué, une 

mesure de glucose résiduel au glucostat est effectuée afin de pouvoir suivre l’évolution de la 

fermentation de manière journalière. Le glucose résiduel est mesuré de manière plus précise en 

fin d’expérience par HPLC afin de calculer les rendements et les cinétiques de consommation de 

substrat. 

La concentration en glucose est mesurée une fois par jour à l’aide d’un glucostat YSI 2900 (Xylem, 

Nanterre, France). Avant d’être analysés, les échantillons sont d’abord dilués au 20ème dans du 

tampon fourni par YSI afin d’entrer dans la gamme de lecture de l’appareil (compris entre 1 g.L-1 

et 5 g.L-1). La calibration est vérifiée en début et en fin de séquence, en passant une solution 

témoin de concentration en glucose connue. Les résultats sont corrélés avec les dosages de 

glucose par HPLC, dont la méthode est décrite dans le paragraphe ci-dessous. 

Le glucose résiduel est analysé par une chaine HPLC Ultimate 3000 Series (Thermo Fischer 

Scientific, Waltham, Massachussetts, États-Unis). Un volume de 20 µL est injecté dans une 

colonne Metacarb 87P (Agilent) chauffée à 80°C. L’eau est utilisée comme phase mobile à un 

débit de 0,4 mL.min-1. Le glucose résiduel est analysé avec un détecteur d’indice de réfraction 

Varian 350 RI. Une pré colonne Micro-Guard de Ashing (Bio-Rad, Hercules, Californie, États-Unis) 

est ajoutée au système chromatographique afin de dessaler les échantillons. 
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2.3 Analyses de la viabilité 

2.3.1 Microscopie confocale à balayage laser (MCBL) 

Afin d’étudier la répartition des cellules viables dans l’épaisseur du biofilm, une méthodologie de 

caractérisation par microscopie confocale à balayage laser (MCBL) a été développée. Elle permet 

d’effectuer une série de coupes optiques à travers des structures tridimensionnelles. 

• Prélèvement des coupons en milieu stérile dans le fermenteur à biofilm CBR-90-3 

Pour réaliser le prélèvement des coupons dans le fermenteur à biofilm CBR-90-3, le système a 

besoin d’être déplacé sous le poste de sécurité microbiologique (PSM). Les tuyaux d’entrées et 

sorties de ce dernier sont alors bouchés à l’aide de pinces de Mohr et débranchés de manière 

stérile à la flamme afin d’éviter toutes contaminations. Le réacteur est ensuite placé dans un 

poste de sécurité microbiologique. Un des barreaux est alors retiré et remplacé par un autre 

barreau témoin, préalablement stérilisé à 120°C pendant 20 minutes. Les coupons colonisés par 

le biofilm sont précautionneusement retirés du barreau afin d’être analysés par microscopie 

confocale. Le réacteur est ensuite replacé sur la paillasse, les tuyaux d’entrée et de sortie sont 

rebranchés de manière stérile et les pinces de Mohr sont retirées afin de rétablir le débit 

d’alimentation. La durée de l’opération dure environ 15 minutes et n’a par conséquent pas 

d’impact important sur la cinétique de la fermentation.  

• Marquage du biofilm formé sur les coupons par Syto 9/IP  

Le SYTO™ 9 (Invitrogen ™,ThermoFischer, Waltham, MS, États-Unis) est perméable à la 

membrane plasmique des bactéries. Lorsqu’il est présent dans le cytoplasme il se lie à l’ADN 

intracellulaire des bactéries. Une fois lié, ce dernier émet de la fluorescence dans le vert (λ 

excitation : 485 nm, λ émission :498 nm). L’iodure de propidium (Invitrogen ™,ThermoFischer, 

Waltham, MS, États-Unis), quant à lui, est imperméable à la membrane plasmique des bactéries 

étudiées. Si cette dernière est altérée alors le marqueur peut pénétrer dans le cytoplasme, se lier 

à l’ADN et émettre une fluorescence de couleur rouge (λ excitation : 535 nm , λ émission : 617 

nm). Lorsque les deux sondes sont employées en même temps, l’iodure de propidium possède 

une meilleure affinité à l’ADN que le SYTO ™ 9.Ainsi, les cellules dont la membrane est altérée 

fluorescent en rouge tandis que les cellules totales sont marquées en vert. 

Pour analyser la viabilité du biofilm formé, les coupons sont immergés dans un bain de tampon 

phosphate salin (PBS 1X) d’un volume total de 3 mL (tube Falcon© de 25mL). Les solutions 

d’iodure de propidium et de SYTO™ 9 sont introduites de manière à obtenir une concentration 

finale de 3 mM pour chaque composé. Le montage est ensuite incubé 15 min à l’obscurité et à 

température ambiante. Une fois le temps d’incubation respecté, les coupons sont placés sur une 

lamelle de verre et analysés à l’aide d’un microscope confocal LSM 800 (Zeiss, Oberkochen, 

Allemagne). 
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• Marquage de viabilité du biofilm par cFDA/IP 

Le diacétate de carboxyfluorescéine (chemchrome V8, Biomérieux, Marcy l’étoile, France) est un 

marqueur de l’activité estérasique intracellulaire (λ excitation :485 nm, λ émission : 540 nm). Ce 

dernier est perméable à la membrane plasmique des bactéries et peut donc diffuser dans le 

cytoplasme des cellules. Dans le cytoplasme le cFDA peut être clivé par des estérases 

intracellulaires non spécifiques. Une fois cette molécule clivée, la fluorescéine obtenue émet une 

fluorescence ce qui indique la viabilité de la bactérie étudiée. Pour effectuer l’analyse de viabilité 

, les coupons sont immergés dans un tampon PBS 1X contenant l’iodure de propidium et le cFDA 

à une concentration finale de 10 µg. mL-1 (Patakova et al. 2014; Branska et al. 2018). Une fois une 

incubation de 10 min à 40°C à l’obscurité respectée, le coupon est placé sur une lamelle puis 

observé avec le microscope confocal. 

• Observation en microscopie confocale à balayage laser 

Les observations en MCBL sont effectuées sur la plateforme technique CTµ située à Villeurbanne. 

Le microscope utilisé est un modèle LSM 800 (Zeiss, Oberkochen, Allemagne). Les objectifs utilisés 

sont le Plan-NeoFluar 40x/1.30 OIL DIC (Zeiss, Oberkochen, Allemagne) ainsi que le Plan-NeoFluar 

10X/0.3 (Zeiss). Le tableau 7 ci-dessous récapitule les longueurs d’ondes (λ) à laquelle les 

fluorochromes ont été excités ainsi que les longueurs d’ondes mesurées lors des analyses. 

tableau 7 : Longueurs d'onde d'excitation et d’émission lors des analyses du biofilm en MCBL 

Sonde utilisée λ excitation (nm) λ récoltées (nm) 

Syto 9 488 495-536 

Iodure de propidium 488 650-700 

Les images acquises ont une superficie de 159,7 μm x 159,7 μm (1496 pixels x 1496 pixels) et la 

résolution est de 9,3 pixels par micron.  

• Analyse d’image 

Les images récoltées sont stockées sous le format TIFF (Taged Image File Format) et sont ensuite 

exportées dans le logiciel de traitement d’image « Image J ». Les images sont séparées pour les 

deux canaux d’acquisition (vert et rouge) puis sont seuillées à l’aide de la méthode Otsu. Une 

opération d’addition AND est ensuite effectuée afin d’obtenir une image contenant tous les pixels 

marqués à la fois en vert et en rouge. Chaque canal d’acquisition est soustrait à l’image ainsi créée 

afin de comptabiliser uniquement les pixels marqués soit en rouge soit en vert. Le pourcentage 
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de recouvrement est mesuré dans chaque canal acquis en fonction de la profondeur du biofilm 

étudié. 

2.3.2 Cytométrie en flux. 

• Traitement enzymatique des biofilms avant analyse par cytométrie en flux 

Les supports en mousse de polyuréthane sont sortis des bioréacteurs et apportés dans la chambre 

anaérobie puis placés dans des tubes Falcon 25mL remplis de 20mL tampon PBS 1X préalablement 

réduit (8,0 g.L-1 NaCl, 0,2 g.L-1 KCl, 1,42 g.L-1 Na2HPO4, 0,24 g.L-1 KH2PO4). Différentes 

déconstructions enzymatiques sont testées. Chaque méthode (nature de l’enzyme, 

concentration, temps d’incubation) est décrite dans le tableau 8 récapitulatif ci-dessous : 

tableau 8 : Différentes méthodes testées pour la déconstruction enzymatique du biofilm de C. beijerinckii 

Cocktail 

enzymatique 

Fournisseur Activité Concentration Tampon 

utilisé 

Temps 

d’incubation 

Caylase® Cayla Cellulase, 

protéase, chitinase 

10 mg.mL-1 MES 1h 

Vinotaste® Lamothe ABIET Polygalacturonase, 

β-glucanase. 

30 mg.mL-1 KPAm 1h30 

Glucanex® Sigma Aaldrich β-glucanase, 

cellulases, 

protéases, 

10 mg.mL-1 KPAm 1h30 

Dnase I Qiagen DNase 5,45 U.mL-1 PBS 1h 

Protéinase K Qiagen Protease 0,1 mg.mL-1 PBS 1h 

 

• Marquage pour étude de viabilité  

Après traitement enzymatique, les supports sont retirés des tubes Falcon en chambre anaérobie. 

La suspension cellulaire obtenue est centrifugée pendant 10 min à 4000 g et à 4°C. Le culot 

cellulaire obtenu est re-suspendu dans 20 mL de tampon Mac Ilvaine à pH 7,2 (18,2 g.L-1 Na2HPO4, 

9,6 g.L-1 acide citrique). La suspension est ensuite diluée dans ce même tampon jusqu’à obtenir 

une concentration cellulaire comprise entre 5.105 et 2.106 cellules.mL-1. Les solutions d’iodure de 

propidium (IP) (Invitrogen, fisher scientific, Hampton, NA, États-Unis) et de di-acétate de 

carboxyfluorescéine (cFDA) (Chemchrome V8, Biomérieux, Marcy l’étoile, France) sont 
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introduites de manière à obtenir une concentration finale de 10 µg.mL-1 pour chaque composé. 

Le mélange est enfin incubé 10 min à 40°C (Patakova et al. 2014; Branska et al. 2018). 

• Analyses par cytométrie en flux 

Après le double marquage effectué au cFDA et à l’IP, la fluorescence des cellules est mesurée sur 

un cytomètre en flux CyFlow Space (Sysmex, Roissy, France). Le cytomètre est équipé d’un laser 

à Argon dont la longueur d’onde d’émission est de 488 nm et de quatre filtres optiques pour la 

détection de la lumière diffusée: la lumière collectée dans l’axe du laser (Forward scatter, FSC), la 

lumière diffusée aux grands angles et collectée perpendiculairement au laser (Side scatter, SSC), 

un filtre passe-bande (de 530 nm ± 15 nm) pour collecter la fluorescence verte (FL1) et un filtre 

passe-haut (> 630 nm) pour collecter la fluorescence rouge (FL3). Par ailleurs, le cytomètre est 

équipé d’un système de comptage volumétrique qui permet de dénombrer les cellules contenues 

dans un volume de 200 µL. 

Les données de fluorescence sont collectées et analysées par le logiciel d’analyse Flomax, qui 

fournit des histogrammes (nombre de cellules en fonction du signal d’un détecteur) et des 

cytogrammes (nombre de cellules en fonction de l’intensité de fluorescence), auxquels sont 

associés des tableaux statistiques qui recensent le nombre et le pourcentage de cellules présentes 

dans chaque zone du cytogramme ainsi que leur moyenne d’intensité de fluorescence. Un réglage 

préalable des gains et de la compensation est nécessaire pour analyser les différents échantillons. 

2.3.3 Mesure de la cultivabilité par étalement sur boite 

Afin de vérifier les données obtenues par cytométrie en flux, une série de dilutions ainsi qu’un 

dénombrement sont effectués. Une série de suspension au 10ème est effectuée dans des tubes 

Eppendorf d’un volume de 1,5 mL contenant chacun 900 µL de tampon PBS stérile placés dans la 

chambre anaérobie. Après étalement sur boite de pétri contenant du milieu 2YTG (0,35 g.L-1 

Na2HPO4, 2 H2O, 0,35 g.L-1 KCl, 10 g.L-1 extrait de levure, 10 g.L-1 tryptone, 10 g.L-1 Glucose, 20 g.L-

1 agar). Les boîtes sont ensuite incubées à 34°C pendant 24 h dans la chambre anaérobie. Les 

colonies formées sont ensuite dénombrées. Chaque résultat exprimé en unité formant colonie 

par millilitre (UFC.mL-1), est le résultat de la moyenne d’au moins trois dénombrements. 

3. Analyse des performances et modélisation des procédés de fermentation 

3.1 Analyse des Performances de la fermentation 

3.1.1 Description des performances 

Lors des fermentations continues le débit d’alimentation est mesuré par perte de masse du flacon 

d’alimentation. Le taux de dilution est calculé selon la relation suivante : 

𝐷 =  
𝐹

𝑉
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• D : taux de dilution (h-1) 

• F : débit d’alimentation (L.h-1) 

• V, volume utile du réacteur étudié (L) 

La productivité volumique totale en solvants est le produit entre le taux de dilution (h-1) du 

réacteur et la concentration en sortie des solvants produits (g.L-1) et dont la formule est décrite 

ci-dessous : La productivité volumique est mesurée à chaque point de mesure en solvants. 

𝑃 = 𝐷. [𝐼𝐵𝐸]𝑜𝑢𝑡 +
𝑑[𝐼𝐵𝐸]

𝑑𝑡
 

Les modes de conduite de la fermentation, font que les concentrations en solvants sont stables 

lors des cas étudiés. Dans ces cas, la productivité en solvants à chaque instant peut être calculée 

de la manière suivante : 

𝑃 = 𝐷. [𝐼𝐵𝐸]𝑜𝑢𝑡 

Le rendement en solvants lors des fermentations continues peut être calculé de la manière 

suivante : 

𝑌𝑝𝑠 =
𝑟𝑝

𝑟𝑠
= 
𝐷. [𝐼𝐵𝐸]𝑜𝑢𝑡 +

𝑑[𝐼𝐵𝐸]
𝑑𝑡

𝐷(𝑆0 − 𝑆) −
𝑑𝑆
𝑑𝑡

 

Dans les cas étudiés, la variation de la concentration solvants est faible et 
𝑑[𝐼𝐵𝐸]

𝑑𝑡
 = 0. Il en va de 

même avec la concentration en glucose résiduel et 
𝑑𝑆

𝑑𝑡
 =0. Par conséquent, le rendement en 

solvants peut se calculer de la manière suivante : 

𝑌𝑝𝑠 =
[𝐼𝐵𝐸]𝑜𝑢𝑡
𝑆0 − 𝑆

 

• rp : vitesse de production en solvants 

• rs :vitesse de consommation du substrat 

• [IBE]out : concentration en solvants en sortie de réacteur (g.L-1) 

• S0:concentration en substrat initiale (g.L-1) 

• S :concentration en substrat en sortie de réacteur (g.L-1) 

3.1.2 Tests statistiques 

Des tests d’analyse de la variance ont été utilisés afin de déterminer l’effet significatif des 

différents traitements effectués sur le pourcentage de cellules viables analysées après les 

traitements enzymatiques détaillés au cours de la partie 2.3.2 de ce chapitre. Des tests de Student 

ont également été réalisés afin de comparer les moyennes des échantillons obtenus et ainsi 
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conclure ou non sur l’efficacité d’un traitement comparé au témoin ou aux autres traitements. 

Les résultats sont considérés significatif lorsque la p-value calculée est inférieure à 0,05. 

3.2 Modélisation des procédés de fermentation 

Les modèles sont développés sur la version 3.7 du logiciel python. Un système d’équations 

différentielles est résolu numériquement par la méthode de Runge-Kutta d’ordre 4 à l’aide de la 

fonction « odeint » disponible dans la libraire « scipy.integrate » du logiciel. 

3.2.1 Algorithme de Levenberg-Marquardt.  

Dans la plupart des modèles dynamiques, les paramètres du modèle peuvent être trouvés à partir 

des conditions expérimentales. Toutefois, certaines contraintes (complexité d’échantillonnages 

pas de possibilité d’observer une variable, faible qualité de mesures) font que certains paramètres 

sont en pratique non indentifiables. L’indentification des paramètres peut alors s’écrire comme 

un problème d’optimisation, à savoir trouver le jeu de paramètres optimal du modèle décrit afin 

de minimiser la somme du carré des écarts entre valeurs expérimentales et valeurs simulées. Il 

est décrit formellement dans l’équation présentée ci-dessous : 

𝑟(𝜃) =  ∑[
𝑦(𝑡𝑖) − �̂�(𝑡𝑖; 𝜃)

𝜎𝑦𝑖
]

𝑚

𝑖=1

2

 

 

= (𝑦 − �̂�(𝜃))𝑇𝑊(𝑦 − �̂�(𝜃)) 

 

= 𝑦𝑇𝑊𝑦 − 2𝑦𝑇𝑊�̂� + �̂�𝑇𝑊�̂� 

 

Ici �̂�(𝒕𝒊; 𝜽)représente le vecteur des valeurs du modèle au ième point avec les paramètres estimés. 

Le terme 𝒚(𝒕𝒊) représente le vecteur des données expérimentales au i ème point. La matrice W 

est la matrice de pondération. Cette matrice est une matrice diagonale qui contient l’inverse des 

variances des mesures au point i, notées σii.  

La fonction r(θ) est non linéaire dans le modèle de paramètre θ, donc la minimisation de r(θ) 

s’effectue de manière itérative. Le but de chaque itération est de trouver une perturbation h du 

vecteur de paramètres θ qui réduit r(θ). L’algorithme développé par Levenberg-Marquardt est 

décrit ci-dessous (Levenberg 1944; Marquardt 1963). Il permet, grâce au calcul des dérivées 

partielles des résidus vis-à-vis de chaque paramètre, de trouver des valeurs de θ qui permettent 

de baisser la fonction objective à chaque itération. La matrice J représente le calcul des dérivées 

partielles sur les résidus en fonction de chaque paramètre. 
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𝐽 =  

(

 
 

𝜕𝑟1(𝜃)

𝜕(𝜃1)
⋯

𝜕𝑟1(𝜃)

𝜕(𝜃𝑛)
⋮ ⋱ ⋮

𝜕𝑟𝑛(𝜃)

𝜕(𝜃1)
⋯

𝜕𝑟𝑛(𝜃)

𝜕(𝜃𝑛) )

 
 

 

[𝐽(𝜔𝑖)𝑇𝑊𝐽(𝜔𝑖) +  𝜆 𝑑𝑖𝑎𝑔(𝐽(𝜔𝑖)𝑇𝑊𝐽(𝜔𝑖))]ℎ𝑖𝑚 = 𝐽(𝜔
𝑖)𝑇𝑊𝑟(𝜔𝑖) 

𝜔𝑖+1 = ℎ𝑖 + 𝑣𝑖 

Dans cette équation, λ représente un paramètre d’amortissement, fixé par le modélisateur. Ce 

paramètre est initialisé à une grande valeur afin que les premières itérations soient petites dans 

la direction du gradient de descente. Si les résultats d’une itération se révèlent être pires que les 

précédentes (𝑟(𝜃 + ℎ) >  𝑟(𝜃)) alors λ est augmenté. Lorsque la solution s’améliore, λ est baissé 

et la recherche de la solution s’accélère jusqu’au minimum local. Cet algorithme est disponible 

dans les librairies scientifiques de python en utilisant la fonction optimize.  

3.2.2 Identification de paramètres 

Une fois le jeu de paramètre optimal trouvé, il est possible de calculer la matrice de covariance 

tel que montré dans la relation ci-dessous.  

𝑉𝑝 = [𝐽
𝑇𝑊𝐽]−1 

 

L’erreur de l’estimation sur les paramètres peut alors être calculée selon la relation suivante.  

𝜎𝑝 = √𝑑𝑖𝑎𝑔[𝐽𝑇𝑊𝐽]−1 

L’intervalle de confiance pour chacun des paramètres peut alors être calculé de la manière 

suivante. Τ représente la statistique de student avec (n-p) degrés de liberté, n étant le nombre de 

points expérimentaux et p le nombre de paramètres du modèle.  

𝜃𝑖 ± 𝜎𝑝𝑖 .τ1-α (n-p) 

Afin de pouvoir effectuer une estimation de paramètre fiable, il est essentiel de respecter 

certaines hypothèses. En effet, les intervalles de confiance des paramètres ne peuvent être 

construits que si : 

- Les résidus suivent une loi normale. 

- Les résidus ont une moyenne nulle (pas de biais dans les mesures). 

- Les résidus sont indépendants. 
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Ces vérifications peuvent être effectuées a posteriori de l’identification mais sont essentielles afin 

d’obtenir des valeurs de paramètres ayant un sens physique et un intervalle de confiance 

acceptable. Les étapes de l’identification de paramètres sont résumées dans le diagramme 

présenté ci-dessous. Si les paramètres sont mal estimés, il est possible de que des minima locaux 

aient été atteints lors de la régression non linéaire. Il est alors possible de borner les valeurs des 

paramètres afin de passer ces minima et atteindre le minimum réel du critère de régression. Il est 

également possible d’effectuer des nouvelles expériences afin de faire baisser la variance ou 

encore de modifier la structure du modèle développé. Les étapes relatives à l’identification des 

paramètres d’un modèle cinétique sont récapitulées dans la figure 15. 

 

 
figure 15 : description de la méthode de développement des modèles cinétiques en bioprocédés. 

L’indicateur «red-χ² » représente l’ajustement des données simulées par rapport aux points 

expérimentaux. Si la valeur de l’indicateur est proche de un, alors le modèle est bien ajusté aux 

données. Si red-χ² >>1 le modèle développé ne décrit pas correctement les points expérimentaux. 

Enfin si le red-χ² < 1, alors le modèle est sur-paramétré et qu’il commence à décrire le bruit de 

fond des mesures. 
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3.2.3 Analyse de sensibilité 

La connaissance de l’impact de chacun des paramètres sur les sorties du modèle permet de 

mieux comprendre l’influence de ces derniers sur les variables clés du procédé. Une étude de 

sensibilité vise à calculer pour chaque variable les dérivées partielles en fonction de chacun des 

paramètres du modèle selon la relation présentée sur l’équation 3-1 : 

équation 3-1 : 𝑺𝜽𝒋
𝒙𝒊(𝒕) =  

𝝏𝒙𝒊(𝒕)

𝝏𝜽𝒋
 

Pour un système d’équations avec j = 1,…,p paramètres et i = 1,…, n variables d’états une matrice 

composée de n x p valeurs de sensibilité est alors obtenue. Les valeurs de la matrice de 

sensibilité peuvent être calculées par la méthode de l’approximation des différences finies 

comme montré sur l’équation 3-2. 

équation 3-2 𝑺𝒊𝒋(𝒕) =  
𝒙𝒊(𝒑𝒋+∆𝒑𝒋,𝒕)−𝒙𝒊(𝒑𝒋−∆𝒑𝒋,𝒕)

𝟐∆𝒑𝒋
 

Dans le cas étudié, Δpj a été fixé à 5 % de la valeur du paramètre. Cette valeur a été choisie 

arbitrairement afin de comprendre l’influence de la variation de 5% de chacun des paramètres 

sur les sorties du modèle. Il est à noter que d’autres méthodes existent afin de calculer la matrice 

de sensibilité comme le calcul des équation différentielles direct. Cette étude de sensibilité ne 

prend toutefois pas en compte la possible interaction entre les paramètres. Toutefois, ces 

interactions peuvent êtres fréquentes dans le cas des modèles décrivant les phénomènes 

biologiques. 
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Chapitre 3 : Modélisation de la fermentation Isopropanol Butanol 

Éthanol  

1. Introduction  

Comme précédemment mis en avant au cours de l’étude bibliographique, le procédé de 

fermentation discontinu a une faible productivité causée par l’accumulation de butanol à des 

concentrations inhibitrices pour la croissance de la bactérie. Bien que les procédés de 

fermentation continus soient mis en œuvre pour palier à ces inhibitions, la souche est facilement 

lessivée au cours de ce type de fermentation. Par conséquent, l’adsorption des bactéries sur un 

support peut être un moyen utilisé pour décorréler le temps de séjour de la bactérie du temps de 

séjour hydraulique appliqué au système.  

Afin de maximiser la vitesse de croissance du biofilm, plusieurs stratégies de démarrage ont été 

testées. Certains auteurs ont choisi de faire circuler une culture en phase stationnaire dans les 

solides supports pendant 24 h (Yang et al. 2016). D’autres auteurs ont concentré une culture 

cellulaire par centrifugation avant ensemencement dans la colonne à lit fixe (Bankar et al. 2014). 

Enfin certains auteurs ont choisi d’effectuer des inoculations plus classiques (10% v/v) mais ont 

opéré le bioréacteur à fort taux de dilution et à pH fixé afin de favoriser la croissance de la souche. 

Cette stratégie est efficace mais dans cette configuration le biofilm met 9 jours à se développer 

sans produire de solvants. Toutefois, d’autres stratégies de démarrage ont été employées dans le 

domaine de la digestion anaérobie pour le traitement des eaux. Escudié et al. ont trouvé qu’une 

augmentation progressive du taux de dilution a permis la croissance d’un biofilm à l’échelle pilote 

tout en produisant du méthane (Escudié et al. 2011). Cette stratégie n’a jamais été testée au cours 

de la fermentation IBE à cellules immobilisée mais pourrait être adaptée pour la conduite d’un tel 

procédé. 

Les modèles cinétiques sont utilisés pour décrire la fermentation ABE. Les modèles non structurés 

sont en général préférés pour la conception des procédés de fermentation alors que les modèles 

structurés sont utilisés pour la compréhension de la régulation des voies métaboliques chez C. 

acetobutylicum. Peu de modèles décrivent, dans la littérature la fermentation IBE. Les modèles 

développés pour la fermentation A/IBE à cellules immobilisées sont utilisés pour décrire la 

composition de la biomasse après maturation du biofilm et l’observation d’un état stationnaire. 

Or, bien que la croissance de la biomasse soit lente dans les bioréacteurs à lit fixe, sa 

concentration augmente au cours du temps et les états stationnaires ne sont pas toujours 

observés. 

Au cours de l’étude décrite dans ce chapitre, des mousses en polyuréthane sont utilisées comme 

support de croissance pour le biofilm formé par C. beijerinckii DSM6423. Il est donc proposé 
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d’augmenter progressivement le taux de dilution appliqué au système afin de développer une 

nouvelle stratégie pour le démarrage des procédés de fermentation. Un modèle non structuré a 

été développé afin de décrire la cinétique de ce procédé de fermentation.  

Pour établir un tel modèle, les paramètres cinétiques relatifs à la production des métabolites 

principaux, à la consommation en substrat ainsi qu’à la croissance de la souche ont tout d’abord 

été identifiés au cours d’expériences en batch. Deux nouveaux paramètres relatifs à 

l’attachement et au détachement de la biomasse du solide support ont ensuite été identifiés au 

cours d’une fermentation continue en cuve agité effectuée avec le bioréacteur à biofilm. Tous les 

paramètres identifiés ont enfin été utilisés pour prédire la performance d’un bioréacteur colonne 

à lit fixe avec recirculation. 

2 Développement du modèle batch pour la fermentation IBE 

2.1 Démarche de modélisation. 

L’objectif de la modélisation du procédé de fermentation à cellules immobilisées développé par 

IFPEN est de mieux comprendre les différents phénomènes qui influent sur la productivité 

volumique du procédé. La connaissance de la vitesse de croissance du biofilm au sein des supports 

poreux peut s’avérer essentielle afin de gérer au mieux la montée du taux de dilution lors des 

démarrages des expériences en lits fixes. Les modèles présentés dans ce chapitre ont plus 

spécifiquement les objectifs suivants: 

• Décrire les cinétiques de production des métabolites principaux lors des fermentations en 

bioréacteurs à lit fixe en fonction de l’apport en substrat et du taux de dilution appliqué 

au système. 

• Comprendre l’influence des paramètres procédés et biologiques sur la productivité du 

système. 

• Optimiser la conduite et optimiser le schéma procédé de l’unité complète 

 

Un modèle décrivant les cinétiques de production de la souche dans les fermenteurs à lit fixe, 

basé sur les bilans matières avec des paramètres aisément identifiables et interprétables, a donc 

été développé. Nous avons fait le choix d’utiliser un modèle cinétique non structuré. Les cellules 

dans ce système sont assimilées à une particule de composition moléculaire connue représentée 

par une seule variable. Pour l’établissement des bilans matières et du modèle cinétique nous 

avons considéré les hypothèses simplificatrices suivantes pour les procédés batchs ainsi que ceux 

à lit fixe : 

1) Les bioréacteurs sont parfaitement mélangés 

2) Le butanol est le produit inhibiteur principal produit par la souche étudiée 
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3) Le glucose est l’unique source de carbone limitante pour la croissance dans les expériences 

étudiées 

4) Les cellules du biofilm ont la même composition moléculaire que les cellules en suspension 

5) Le bioréacteur à lit fixe n’atteint pas d’états stationnaires due à la croissance continue du 

biofilm 

6) Les réactions de diffusions ne sont pas considérées dans le système étudié 

2.2 Description du modèle batch 

2.2.1 Loi de croissance du microorganisme et consommation du substrat 

La loi de croissance du microorganisme étudié est décrite comme une loi de Monod (Monod 1949) 

modifiée et comprenant un terme d’inhibition par le butanol (Ghose and Tyagi 1979). L’équation 

qui décrit le taux de croissance est présentée dans l’équation 2-1. La vitesse de production de 

biomasse est donnée par l’équation 3-2. La nomenclature relative aux paramètres et aux variables 

d’états du modèle sont disponibles dans l’Annexe 2 : Nomenclature pour la construction 

des modèles cinétiques de ce document. 

équation 2-1 : µ =  µ𝒎𝒂𝒙. (
𝑺

𝒌𝒔+𝑺
) . (𝟏 − (

𝑩

𝑩𝒎𝒂𝒙
)) 

équation 2-2 : 𝒓𝑿 = µ.𝑿 

Le glucose est la source de carbone limitante dans le milieu de culture et sa consommation est 

corrélée à la croissance de la bactérie comme montré dans l’équation 2-3. 

équation 2-3 : 𝒓𝑺 =
−µ.𝑿

𝒀𝒙𝒔
 

2.2.2 Cinétique de production des métabolites 

 

Le butanol et l’isopropanol sont produits pendant la croissance des bactéries et les cinétiques de 

production associées sont donc décrites par les équations 2-4 et 2-5. 

équation 2-4 : 𝒓𝑩 = 𝒓𝑿. (
𝒀𝒃𝒖𝒕𝒔
𝒀𝒙𝒔
) 

équation 2-5 : 𝒓𝑰 = 𝒓𝑿. (
𝒀𝒊_𝒔

𝒀𝒙𝒔
) 

Ces cinétiques suivent une loi de type Luedeking & Pirret. Ces derniers décrivent des cinétiques 

de production des métabolites associés à la croissance des bactéries. Cependant, selon leur 

modèle, une partie de la production de métabolites est décorrélée de la croissance. Dans le cas 

étudié dans cette thèse, les coefficients de production associés à la croissance de la bactérie sont 
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déterminés par le calcul des rendements une fois la phase stationnaire de croissance atteinte. Il 

est ainsi possible d’estimer la masse de solvants produite par la masse de bactéries nouvellement 

formée au cours de la croissance en batch. De plus, la production de métabolites non associée à 

la croissance n’a pas été observée. La production de solvants non associée à la croissance n’est 

donc pas représentée dans les équations de production du butanol et de l’isopropanol. 

De la même manière, la production et la consommation de l’acide butyrique et de l’acide acétique 

sont modélisées avec une structure similaire. D’une part, la production des acides est associée à 

la croissance de la bactérie dans le bioréacteur. D’autre part, la consommation de ces deux 

composés est dépendante de la concentration en acétate et en butyrate dans le milieu de culture 

ainsi que de la vitesse de production d’isopropanol et de butanol, comme décrit chez Velázquez-

Sánchez et al. (2019). Les cinétiques de production et de consommation de l’acétate du butyrate 

sont présentées dans les équations ci-dessous : 

équation 2-6 : 𝒓𝑨𝑨−𝒑𝒓𝒐𝒅 = 𝜶. 𝒓𝑿 

équation 2-7 : 𝒓𝑨𝑨−𝒄 = 𝒓𝑰.
(

𝑨𝑨

𝑨𝑨+𝒌𝑨𝑨
)

𝒀𝑰/𝑨𝑨
 

équation 2-8 : 𝒓𝑨𝑩−𝒑𝒓𝒐𝒅 = 𝜷. 𝒓𝑿 

équation 2-9 : 𝒓𝑨𝑩−𝒄 = 𝒓𝑩.
(

𝑨𝑩

𝑨𝑩+𝒌𝑨𝑩
)

𝒀𝑩/𝑨𝑩
 

2.2.3 Bilans matières 

Un bilan matière sur les six variables d’état du modèle simplifié par le volume utile du réacteur 

étudié pour les cultures en mode batch est ensuite établi et est décrit dans les équation 2-10 à 2-

15 présentées ci-dessous : 
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équation 2-10 : 
𝒅𝑿

𝒅𝒕
= 𝒓𝑿 

équation 2-11 : 
𝒅𝑺

𝒅𝒕
= 𝒓𝑺 

équation 2-12 : 
𝒅𝑩

𝒅𝒕
= 𝒓𝑩 

équation 2-13 : 
𝒅𝑰

𝒅𝒕
= 𝒓𝑰 

équation 2-14 : 
𝒅𝑨𝑨

𝒅𝒕
= 𝒓𝑨𝑨−𝒑𝒓𝒐𝒅 − 𝒓𝑨𝑨−𝒄 

équation 2-15 : 
𝒅𝑨𝑩

𝒅𝒕
= 𝒓𝑨𝑩−𝒑𝒓𝒐𝒅 − 𝒓𝑨𝑩−𝒄 

Le système présenté est composé de six variables d’états et de 13 paramètres à identifier afin de 

pouvoir simuler un tel système. Une démarche d’identification des paramètres du modèle a été 

réalisée afin d’obtenir le meilleur jeu de paramètres pour simuler le système d’équations. 

2.3 Identification des paramètres de fermentation lors de la fermentation en batch 

2.3.1 Identification des paramètres de la fermentation 

Les paramètres du modèle ont été estimés en ajustant le modèle aux données obtenues lors 

d’une fermentation batch effectuée à 34°C et à pH non régulé. Deux séries d’expériences en batch 

ont été réalisées en triplicat avec des heures d’inoculations décalées de 13 h afin d’avoir une 

cinétique complète de la fermentation. Les résultats de l’identification des paramètres sont 

présentés dans le tableau 9. Ici, les paramètres relatifs à la production d’acides ont été estimés à 

partir de l’étude effectuée par Velázquez-Sánchez et al. (2019). Les autres paramètres ont été 

estimés grâce à l’algorithme de Levenberg (1944) et Marquardt (1963) afin de trouver le jeu de 

paramètres optimal qui minimise la somme du carré des écarts entre les données expérimentales 

et les données simulées. 
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tableau 9 : Valeurs des paramètres utilisées pour la simulation de la fermentation IBE en batch à 34°C et 

à pH libre. 

Nom des 

paramètres 

Valeur Intervalle de 

confiance à 95% 

Unités Source 

µmax 0,14 ± 0,004 h-1 Cette étude 

Yxs 0,14 ± 0,009 g.g-1 Cette étude 

Ybuts 0,22 ± 0,01 g.g-1 Cette étude 

Yes 0,004 ± 0,006 g.g-1 Cette étude 

Yis 0,12 ± 0,01 g.g-1 Cette étude 

ks 3 ± 0,56 g.L-1 Cette étude 

Bmax 6,9 ± 0,31 g.L-1 Cette étude 

kAA 0,10 ± 0,002 g.L-1 Cette étude 

kAB 0,74 ± 0,32 g.L-1 Cette étude 

α 1 - h-1 (Velázquez-

Sánchez et al. 

2019) 

β 0,5 - h-1 (Velázquez-

Sánchez et al. 

2019) 

YB_AB 0,7 - g.g-1 (Velázquez-

Sánchez et al. 

2019) 

YI_AA 1  g.g-1 (Velázquez-

Sánchez et al. 

2019) 

 

L’intervalle de confiance à 95 % des paramètres représente la probabilité de ces derniers de se 

trouver dans l’intervalle décrit. Lorsque les intervalles de confiance des paramètres sont faibles, 

les paramètres obtenus par la régression non linéaire sont bien identifiés. Dans le cas opposé, 

une forte variation du paramètre fait peut varier les valeurs de sortie du modèle. Dans le cas 

étudié, les paramètres estimés présentés dans le tableau 9 ont un intervalle de confiance faible 

au regard de leurs valeurs estimés (entre 2,5 % et 50,1 %), ce qui indique qu’ils sont relativement 

bien identifiés. 

2.3.2 Résultat de la simulation et interprétation du modèle batch 

Afin de visualiser les résultats obtenus par le modèle, les données simulées comparées aux 

valeurs expérimentales sont présentées sur la figure 16. 



 

Chapitre 3 : Modélisation de la fermentation Isopropanol Butanol Éthanol   90 

  

 
figure 16 : Résultats de la simulation réalisée avec les paramètres identifiés comparés aux données 

expérimentales obtenues lors d’une fermentation batch effectuée à 34°C et sans régulation du pH. A) 

Évolution de la concentration en isopropanol (étoiles blanches), butanol (ronds blancs) et en solvants 

totaux (losanges blancs) B) Évolution de la concentration simulée et expérimentale en acétate (carrés 

blancs) et butyrate (losanges blancs) C) Évolution de la concentration simulée et expérimentale en 

biomasse (losanges blancs) et glucose résiduel (carrés blancs) (n=3). 

Le red- χ² a été calculé afin de représenter l’adéquation du modèle aux données expérimentales. 

Cet indicateur prend la valeur de 0,5 ce qui indique que les données simulées sont proches des 

données expérimentales. La figure 16 montre les résultats de la simulation du modèle comparés 

aux données expérimentales utilisées pour estimer les paramètres. Dans le cas de la production 

de solvants, le modèle s’ajuste bien aux données et parvient à décrire la dynamique de la 

fermentation batch au cours du temps (figure 16-A). Les concentrations en biomasse et en 

glucose résiduel sont également bien prédites par le modèle (figure 16-C). Un point 

d’amélioration concerne la production et la consommation de l’acide acétique et de l’acide 

butyrique montrées sur la figure 16-C. En effet la vitesse de consommation de l’acide acétique est 

sous-estimée au cours de la fermentation en batch. La production en acide butyrique, quant à 

elle, n’est pas bien estimée lors de la phase de croissance de la bactérie. Afin de confirmer la 

justesse du modèle, plusieurs vérifications ont été réalisées. Tout d’abord, un bilan sur le carbone 

a été effectué afin de vérifier que le modèle respecte les lois de conservations de la matière. Les 

hypothèses statistiques à vérifier afin d’effectuer le calcul des intervalles de confiances des 

A) B) 

C) 
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paramètres seront également détaillées. Une étude de sensibilité sur les paramètres du modèle 

a également été réalisée afin de comprendre l’impact de ces derniers sur les variables du procédé 

modélisé. Enfin, le modèle a été utilisé pour décrire une autre fermentation en batch avec des 

conditions initiales différentes afin de valider les paramètres identifiés. 

2.4 Validation de l’identification des paramètres et du modèle 

2.4.1 Bilan carbone 

Un bilan sur le carbone a été établi pour vérifier le respect des lois de conservation de la matière. 

C’est-à-dire que le carbone consommé dans les substrats (sucres) correspond au carbone généré 

dans les produits (Biomasse, acides, alcool, CO2). Le CO2 émis n’étant pas mesuré au cours des 

expériences, il a été calculé de manière théorique en fonction de l’équation stœchiométrique du 

produit généré. La composition massique élémentaire de la biomasse de C. beijerinckii a été 

analysée dans les laboratoires SGS France après lavage de la biomasse avec une solution saline 

(NaCl 9 g.L-1) et séchage à l’étuve à 105°C. Cette dernière est composée de la manière suivante : 

47,1 ± 2,0 % C, 6,8 ± 0,05 % H, 26,3 ± 1,3 % O et 12,8 ± 0,3 % N. Les résultats du bilan carbone 

obtenus en batch sont présentés sur la figure 17. 

 
figure 17 : Graphique représentant la masse carbone répartie par métabolite de fermentation en 

début et en fin de fermentation en batch 

Au total, 18,2 g de carbone étaient présents au début de la fermentation et 19,3 g ont été 

retrouvés à la fin de l’expérience. Le bilan s’élève donc à 106,1 % de carbone recouvré, ce qui est 

acceptable pour le système simulé. Le surplus de carbone simulé en fin de fermentation est 

probablement dû à la surestimation de la concentration en acétate modélisée comparée aux 

valeurs expérimentales. 
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2.4.2 Validation des hypothèses statistiques 

Le calcul des intervalles de confiances pour les paramètres du modèle peut être effectué 

seulement si plusieurs hypothèses statistiques sont vérifiées. Les résidus du modèle doivent être 

homoscédastiques, c’est-à-dire que la variance observée soit la même pour chaque observation. 

Les résidus du modèle doivent également suivre une répartition normale et doivent être sans 

biais. Les graphes qui montrent les résidus ainsi que leurs adéquations à la loi normale sont 

présentés sur la figure 18. 
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figure 18 : Validation statistique pour l’identification des paramètres cinétiques du modèle batch. A) 

écart entre données du modèle et points expérimentaux (croix bleues) et écart type des résidus (traits 

pointillés bleus). B) distribution des résidus en fonction des quantiles de la loi normale (qq-plot). 

Dans le cas de la régression effectuée, les résidus sont bien homoscédastiques car l’erreur 

observée est constante tout au long des mesures faites au cours de l’expérience (figure 3-A). 

L’hypothèse de normalité est également vérifiée. En effet, comme montré sur la figure 18-B, la 

répartition des résidus suit une loi normale. Vu que les hypothèses statistiques sont vérifiées, 

alors les paramètres peuvent être utilisés pour la simulation d’autres expériences. Afin de vérifier 

la justesse du modèle développé, une autre expérience de fermentation en batch a donc été 

réalisée avec des conditions initiales différentes. Puis, les résultats obtenus ont été comparés avec 

les données obtenues par modélisation. 

2.4.3 Validation expérimentale 

Cette expérience a été réalisée à 34°C et à pH non régulé mais avec une concentration initiale en 

glucose et en acide acétique de 45 g.L-1 et 3,5 g.L-1, respectivement. Les concentrations en 

substrat, biomasse et métabolites mesurés ont été comparées aux données obtenues par 

simulation sur la figure 19. 

A) 

B) 
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figure 19 : Validation des paramètres identifiés comparés aux données expérimentales obtenues lors 

d’une fermentation batch effectuée à 34°C et sans régulation de pH. A) Évolution de la concentration en 

isopropanol (étoiles blanches), butanol (ronds blancs) et en solvants totaux (losanges blancs) simulée et 

expérimentale B) Évolution de la concentration en acétate (carrés blancs), butyrate (losanges blancs) 

simulée et expérimentale C) Évolution de la concentration en biomasse (losanges blancs) et glucose 

résiduel (carrés blancs) simulée et expérimentale. 

Sur cette figure, la dynamique de fermentation est correctement prédite par le modèle. La 

dynamique de production des solvants est représentée sur la figure 19-A. Les concentrations en 

butanol et en isopropanol mesurées expérimentalement commencent à augmenter à partir de la 

10eme heure de fermentation pour atteindre une concentration finale de 8 et 3,9 g.L-1, 

respectivement. Le modèle proposé simule une augmentation de la production de solvants dès 

le début de la fermentation ce qui engendre un décalage entre valeurs simulées et valeurs 

expérimentales. Toutefois les concentrations finales sont bien simulées par le modèle à la fois 

pour le butanol (6,8 g.L-1 simulé contre 8,1 g.L-1 mesuré expérimentalement) et l’isopropanol (3,7 

g.L-1 simulé contre 3,2 g.L-1 mesuré au cours de l’expérience). 

D’après la figure 19-B, l’acétate commence à être consommé à partir de la 10ème heure de 

fermentation. Sa concentration baisse jusqu’à atteindre 1,6 g.L-1 après 50 h de fermentation. Le 

A) B) 

C) 



 

Chapitre 3 : Modélisation de la fermentation Isopropanol Butanol Éthanol   95 

modèle proposé simule une consommation de ce composé dès le début de la fermentation. De la 

même manière que pour les solvants , la concentration simulée finale est de 1,5 g.L-1, ce qui est 

proche de la valeur mesurée expérimentalement (1,6g.L-1). L’acide butyrique, quant à lui, est 

produit entre 0 et 11 h de fermentation. Sa concentration atteint 1,3 g.L-1 après 12 h de 

fermentation puis baisse au cours du temps pour atteindre 0,7 g.L-1 à la fin de l’expérience. Le 

modèle ne parvient toutefois pas à simuler avec précision les phases de production puis de 

consommation de ce métabolite. La valeur finale de butyrate simulée est de 1,2 g.L-1. 

En ce qui concerne la consommation du glucose, elle est arrêtée après environ 48 h de 

fermentation (figure 20-C). La concentration en substrat atteint alors 28 g.L-1. La dynamique de 

consommation du glucose est correctement décrite par le modèle et la concentration finale en 

glucose résiduel simulée est de 29,1 g.L-1. Enfin, la concentration en biomasse augmente à partir 

de 5 h de fermentation, puis la croissance des cellules est ralentie à partir de la 20ème heure de 

fermentation. La concentration totale en biomasse atteint 5,2 g.L-1 après 48 h de fermentation. 

La dynamique de croissance est bien simulée par le modèle et la concentration en biomasse 

simulée finale atteint 4,6 g.L-1. Toutes les vérifications valident que le modèle prédit bien les 

dynamiques de production des métabolites au cours de la fermentation étudiée. Le modèle ainsi 

que la valeur des paramètres sont ainsi validés. 

2.5 Étude de sensibilité sur les paramètres  

Afin de vérifier l’impact de chacun des paramètres sur les sorties du modèle, une analyse de 

sensibilité a été effectuée. Cette dernière consiste à calculer les dérivées partielles des variables 

du modèle pour chaque paramètre utilisé. Ces calculs ont été effectués à chaque pas de temps 

avec la valeur des paramètres précédemment identifiés. Ici les dérivées partielles ont été 

calculées numériquement grâce à la relation présentée dans la partie 3.2.2 du chapitre 2 de ce 

rapport. 

Les résultats de l’analyse sont présentés sur la figure 20. Ces données servent à représenter 

l’impact de chaque paramètre sur chaque variable à tous les instants de la simulation. Les 

résultats du calcul indiquent à quel point les variables d’état du modèle sont modifiées pour un 

changement fixe de paramètre au cours du temps étudié. 
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figure 20 : Étude de sensibilité sur chacune des variables d’état du modèle. X : biomasse en suspension, 

S : glucose résiduel, I : isopropanol, B :  butanol, AA : acétate, AB : butyrate. 

Le taux de croissance maximal « µmax » est le paramètre ayant le plus d’influence sur la 

consommation de substrat, la production de biomasse et de solvants. Le paramètre « Yxs » qui 

représente la masse de substrat utilisée pour produire un gramme de biomasse est également un 

paramètre critique pour les métabolites produits. Sa variation a un impact positif sur la 

production d’acides mais un impact globalement négatif sur la production de solvants. De plus, la 

sensibilité pour le paramètre Bmax augmente en fin de fermentation car ce dernier a le plus d’effet 

sur les variables du modèle lorsque la concentration en butanol est élevée. La sensibilité des 

paramètres du modèle relatifs à la production de solvants (µmax, Ybuts, Yis etc.) atteint son 

maximum après 20 h de fermentation en batch. Ces données indiquent que les variations de ces 

paramètres ont un impact majeur sur les variables de sorties observées après 20 h de 

fermentation en batch.  
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3 Construction du modèle à cellules immobilisées 

Dans le cas de procédés de fermentation à lit fixe, l’accumulation de la biomasse au sein des 

solides supports peut prendre du temps et être influencée par de nombreux phénomènes tels 

que les propriétés des solides supports. Un modèle qui décrit l’accumulation de la biomasse au 

sein des solides supports ainsi que son détachement est proposé dans cette partie. Ce dernier 

permet de modéliser la dynamique de croissance du biofilm ainsi que son impact sur les 

performances du procédé de fermentation étudié. 

Le bioréacteur à biofilm a tout d’abord été utilisé afin de connaitre les cinétiques de formation 

du biofilm sur les mousses en polyuréthane. La concentration massique en solide support a été 

fixé à 7 g.Lbioréacteur
-1 pour la durée du test comme explicité dans la partie 1.4.2 de ce rapport. La 

vitesse d’augmentation du taux de dilution a été fixée à 2,0.10-4 h-2 tout au long de la durée du 

test suite à des essais préliminaires réalisés à IFPEN. L’objectif de cette augmentation continue 

est de garder une concentration en butanol inférieur au seuil inhibiteur et ainsi assurer une 

croissance optimale des cellules immobilisées. Ce premier essai a pour objectif d’estimer la valeur 

des paramètres cinétiques relatifs à l’attachement des cellules en suspension au solide support 

ainsi que le détachement des cellules du biofilm vers le milieu liquide. 

3.1 Structure du modèle 

3.1.1 Cinétique de consommation du substrat, et de production des métabolites 

et de la biomasse 

Le modèle proposé différencie la biomasse en suspension présente dans le milieu liquide (Xs en 

g.L-1) de la biomasse immobilisée (Xi en g.L-1). Les vitesses de croissance suivent les mêmes 

cinétiques comme présenté dans les équations 3-1 et 3-2. Le taux de croissance, µ est le même 

que celui présenté dans l’équation 2-1. La nomenclature relative aux paramètres et aux variables 

d’états du modèle sont disponibles dans l’Annexe 2 : Nomenclature pour la construction des 

modèles cinétiques de ce document. 

équation 3-1 : 𝒓𝑿𝒊 = µ. 𝑿𝒊 

équation 3-2 : 𝒓𝑿𝒔 = µ. 𝑿𝒔 

La vitesse à laquelle la biomasse est détachée du biofilm est considérée comme proportionnelle 

à la concentration en cellules immobilisées par volume utile de bioréacteur. La cinétique de 

détachement est décrite par l’équation 3-3. De même, la vitesse d’attachement, notée rat, de la 

biomasse est considérée comme proportionnelle à la concentration en biomasse en suspension 

comme présenté sur l’équation 3-4. 
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équation 3-3 :𝒓𝒅𝒆𝒕 = 𝒌𝒅 . 𝑿𝒊 

équation 3-4 :𝒓𝒂𝒕 = 𝒌𝒂. 𝑿𝒔 

Les cinétiques de productions des métabolites doivent alors prendre en compte les deux types de 

biomasses différentes au cours du temps. Par conséquent, les cinétiques de production des 

métabolites et de consommation des substrats sont de nouveau décrites dans les équations 3-5 

à 3-11 ci-dessous. 

équation 3-5 : 𝒓𝒔 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔).
𝟏

𝒀𝒙_𝒔
 

équation 3-6 : 𝒓𝒃 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔).
𝒀𝒃_𝒔

𝒀𝒙_𝒔
 

équation 3-7 : 𝒓𝑰 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔).
𝒀𝒊_𝒔

𝒀𝒙_𝒔
 

équation 3-8 : 𝒓𝑨𝑨−𝒑𝒓𝒐𝒅 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔). 𝜶 

équation 3-9 : 𝒓𝑨𝑨−𝒄 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔). 𝒓𝑰.
(

𝑨𝑨

𝑨𝑨+𝒌𝑨𝑨
)

𝒀𝑰/𝑨𝑨
 

équation 3-10 : 𝒓𝑨𝑩−𝒑𝒓𝒐𝒅 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔). 𝜷 

équation 3-11 : 𝒓𝑨𝑩−𝒄 = (𝒓𝑿𝒊 + 𝒓𝑿𝒔). 𝒓𝑰.
(

𝑨𝑩

𝑨𝑩+𝒌𝑨𝑩
)

𝒀𝑩/𝑨𝑩
 

Ces cinétiques ont la même structure que celles présentées dans la partie 2.2.2 de ce chapitre. 

Les cinétiques ont ici été modifiées afin de prendre en compte de la présence des deux types de 

biomasse dans le système étudié. 

3.1.2 Bilan matière  

Le bilan matière sur les différents types de biomasses présentes à chaque moment de la 

fermentation est présenté dans les équations 3-12 et 3-13. Le bilan matière sur la biomasse est 

donc décrit de la même manière que celui proposé par Brück et al. (2020). Ici, la biomasse 

immobilisée (Xi), n’est pas sensible au taux de dilution mais est détachée du biofilm à la vitesse 

rdet. 
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équation 3-12 : 
𝒅𝑿𝒊

𝒅𝒕
= 𝒓𝑿𝒊 − 𝒓𝒅𝒆𝒕 + 𝒓𝒂𝒕 

équation 3-13 : 
𝒅𝑿𝒔

𝒅𝒕
= 𝒓𝑿𝒔 + 𝒓𝒅𝒆𝒕 − 𝒓𝒂𝒕 −𝑫.𝑿𝒔 

La consommation de glucose (équation 3-14) suit les mêmes cinétiques pour les cellules en 

suspension et les cellules du biofilm. Le bilan matière sur le glucose prend également en compte 

l’apport de substrat, noté Sf, au cours du temps. 

équation 3-14 : 
𝒅𝑺

𝒅𝒕
= −𝒓𝑺 +𝑫. (𝑺𝒇 − 𝑺) 

De même, les cinétiques de production spécifique de l’acide acétique, l’acide butyrique, le 

butanol et l’isopropanol sont considérées égales pour les cellules du biofilm et les cellules en 

suspension. Les bilans matières pour ces composés sont décrits dans les équations 3-15 à 3-18. Il 

est à noter que de l’acétate est continuellement amené dans le bioréacteur. La concentration en 

acétate dans la bouteille d’alimentation est notée AAf. 

équation 3-15 : 
𝒅𝑩

𝒅𝒕
= 𝒓𝒃 −𝑫.𝑩 

équation 3-16 : 
𝒅𝑰

𝒅𝒕
= 𝒓𝑰 −𝑫. 𝑰 

équation 3-17 : 
𝒅𝑨𝑨

𝒅𝒕
= 𝒓𝑨𝑨−𝒑𝒓𝒐𝒅. −𝒓𝑨𝑨−𝒄 +𝑫. (𝑨𝑨𝒇 − 𝑨𝑨) 

équation 3-18 : 
𝒅𝑨𝑩

𝒅𝒕
= 𝒓𝑨𝑩−𝒑𝒓𝒐𝒅 − 𝒓𝑨𝑩−𝒄 −𝑫.𝑨𝑩 

3.1.3 Modélisation de l’augmentation du taux de dilution 

Au cours de la fermentation en bioréacteur à biofilm, le taux de dilution a été augmenté de 

manière linéaire à 2,0.10-4 h-2 afin de garder une concentration en solvants stable au cours de 

l’expérience. Des expériences préliminaires ont permis d’estimer la croissance du biofilm au cours 

des 300 premières heures de fermentation dans les mousses en polyuréthane et ainsi proposer 

cette stratégie d’augmentation. Dans le but d’estimer ce dernier à tous les instants de la 

fermentation, une régression linéaire est effectuée à partir du taux de dilution mesuré au cours 

de l’expérience. L’équation de la régression est présentée ci-dessous : 

équation 3-19 : 𝑫(𝒕) =  𝒂. 𝒕 + 𝒃 

Les paramètres de la régression sont présentés dans le tableau 10 et le coefficient de 

détermination calculé est de 0,99 ce qui indique une bonne estimation du taux de dilution par le 

modèle. 

Une autre stratégie d’augmentation du débit a été implémentée lors des essais effectués avec le 

bioréacteur colonne. Le taux de dilution a également été augmenté en fonction de la 
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concentration en solvants mesurée en sortie comme indiqué dans le chapitre 2, partie 1.4.4. Le 

taux de dilution est alors plus complexe à modéliser. Par conséquent, une régression polynomiale 

de degrés 4 a été effectuée comme montrée dans l’équation 3-20. Le coefficient de détermination 

calculé pour la régression est de 0,97 et la valeur des paramètres est résumé dans le tableau 10. 

équation 3-20 : 𝑫(𝒕) =  𝒄. 𝒕 + 𝒅. 𝒕𝟐 + 𝒆. 𝒕𝟑 + 𝒇. 𝒕𝟒 

tableau 10 : valeur des paramètres pour l’estimation du taux de dilution au cours des fermentations 

continues à lit fixe 

Parameters Value 

a 2,0.10-4 

b 0,025 

c -8,10-10 

d 1,0.10-6 

e -1,1.10-4 

f 0,05 

 

3.2 Identification des paramètres liés à l’attachement et au détachement de la biomasse 

du biofilm 

3.2.1 Identification des paramètres du modèle 

Les paramètres estimés dans la partie 2 de ce chapitre ont été réutilisés pour prédire les 

cinétiques de fermentation. Les paramètres ka et kd ont été estimés par régression non linéaire 

afin de trouver le jeu de paramètres optimal décrivant les données observées. Les résultats de 

l’identification de ces deux paramètres sont montrés dans le tableau 11 ci-dessous. 

 

tableau 11 : Valeur et intervalle de confiance des paramètres ka et kd estimés après régression non 

linéaire 

Nom des paramètres Valeurs Intervalle de confiance à 

95% 

Unités 

ka 2,01 ± 0,54 h-1 

kd 0,072 ± 0,038 h-1 

Les intervalles de confiance calculés sont faibles. Ce qui indique une bonne estimation des 

paramètres du modèle. Afin de vérifier les résultats de l’identification, les données simulées sont 

comparées aux données expérimentales sur la figure 21. 
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3.2.2 Résultats de la simulation 

 

 

 

 

 

figure 21 : Cinétiques de la fermentation à cellules immobilisées modélisées comparées aux données 

expérimentales A) Évolution du taux de dilution (cercles et ligne continue), concentration en butanol (cercles blancs 

et trait pointillé), isopropanol (étoiles blanches et trait continu) et solvants totaux (losanges blancs et trait continu). 

B) Évolution de la productivité volumique expérimentale et simulée (points noirs et trait continu). C) Évolution de la 

concentration expérimentale et simulée en acétate (carrés blanc et trait continu) et en butyrate (losanges blancs et 

traits pointillés) D) Évolution de la concentration expérimentale et simulée en glucose (carré blanc et trait pointillé) 

et en biomasse en suspension (losange blanc et trait continu). E) Évolution de la concentration expérimentale et 

modélisée en biomasse en suspension (carrés blancs et trait continu) et biomasse immobilisée (ronds noirs et trait 

discontinus).La fermentation a été effectuée avec le bioréacteur à biofilm à 34 °C et sans régulation de pH. 

B) 

C) 

A) 

D) 

E) 
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Après l’inoculation du bioréacteur à biofilm, une période d’incubation en batch d’une durée de 8 

h est respectée afin que les bactéries puissent adhérer aux mousses en polyuréthane. Le taux de 

dilution est fixé initialement à 0,03 h-1 puis est continuellement augmenté à vitesse fixe (2,0.10-4 

h-2) afin d’atteindre 0,13 h-1 après 550 h de fermentation (figure 21-A). Lors de l’essai, la 

concentration en butanol est restée stable à 5,5 g.L-1 entre 72 et 336 h. La concentration de ce 

composé a ensuite augmenté d’environ 30 % après 350 h de fermentation jusqu’à atteindre 7,2 

g.L-1. La concentration en isopropanol a suivi la même dynamique que celle du butanol. La 

concentration de ce composé est restée stable à 4 g.L-1 entre 72 et 336 h de fermentation puis a 

augmenté jusqu’à atteindre 6 g.L-1 à 480 h de fermentation. 

Cette hausse de la concentration en solvants à partir d’environ 350 h de fermentation pourrait 

être causée par une croissance rapide du biofilm au sein des mousses en polyuréthane disposées 

dans le bioréacteur. Au cours de l’expérience réalisée, la croissance du biofilm ne serait donc pas 

linéaire au cours du temps. Or, le débit d’alimentation en substrat doit être augmenté en suivant 

la croissance de ce dernier. Autrement, les solvants risquent de s’accumuler jusqu’à atteindre des 

concentrations toxiques comme observé après 350 h de fermentation. 

La productivité volumique, montrée sur la figure 21-B, a continuellement augmentée car cette 

dernière suit la dynamique du taux de dilution tandis que les concentrations en solvants ont 

stagné puis augmenté. Le pic de productivité a été atteint après 480 h et est de 1,7 g.L-1.h-1. La 

productivité volumique maximale observée est sept fois plus grande que la productivité maximale 

du procédé batch décrit dans la partie 2.2.2. 

Les résultats de l’expérience présentés sur la figure 21-C montrent que la concentration en 

acétate est stable et comprise entre 1,0 g.L-1 et 1,5 g.L-1 au cours de la fermentation étudiée. La 

concentration en butyrate a augmentée de 0,5 g.L-1 à 0,7 g.L-1 pendant la durée de l’expérience. 

Les cellules en suspension connaissent une croissance lors des 72 premières heures de l’essai et 

atteignent la concentration de 4 g.L-1. Puis cette concentration décroit au fur et à mesure de la 

fermentation pour être finalement diminuée de moitié par rapport à son niveau à 72 h pour 

atteindre 2 g.L-1 à 550 h de fermentation (figure 21-D). La concentration en glucose résiduel baisse 

au fur et à mesure de la croissance de la biomasse dans le bioréacteur et est comprise entre 15 

et 20 g.L-1. Après 340 h de fermentation, la consommation en glucose augmente et la 

concentration résiduelle en glucose est comprises entre 7 et 10 g.L-1. 

Le red-χ² est de 6,6 pour les données présentées sur la figure 21 ce qui indique que les données 

simulées décrivent bien les données expérimentales. Lorsque les paramètres identifiés lors des 

fermentations en batch sont utilisés les concentrations simulées en solvants et en acides sont 

proches des données lors des 350 h premières heures de fermentation. Après 350 h, les 

concentrations résiduelles en solvants mesurées expérimentalement augmentent malgré la 
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constante augmentation du taux de dilution. Cette augmentation n’est pas prise en compte par 

le modèle. 

La concentration en biomasse immobilisée mesurée expérimentalement à 550 h de fermentation 

est de 35,3 ± 0,8 g.L-1 contre 47 g.L-1 simulée. L’écart est d’environ 30 % entre biomasse simulée 

et biomasse mesurée expérimentalement. Cet écart peut être causé par la simplicité du modèle 

développé. En effet, ce dernier ne prend pas en compte de nombreux paramètres qui peuvent 

influencer sur la formation du biofilm (hydrodynamique, propriétés des matériaux, etc). La 

biomasse en suspension simulée est, quant à elle, sous-estimée en début d’expérience (0,5 g.L-1 

simulé contre 4,2 g.L-1 simulé à 47 h de fermentation), puis de mieux en mieux estimée au fur et 

à mesure de la fermentation ( 2,6 g.L-1 simulé contre 2,6 g.L-1 mesuré expérimentalement à 455 

h de fermentation). 

Les concentrations en butanol et isopropanol simulées sont proches de ce qui a été obtenu de 

manière expérimentale entre 0 et 350 h de fermentation. La concentration en isopropanol 

simulée est toutefois légèrement sous-estimée par rapport au modèle développé alors que celle 

en butanol simulée est surestimée. Le modèle ne parvient pas à décrire la hausse de la 

concentration en solvants totaux observée à partir de 450 h de fermentation. La concentration 

en glucose résiduel est également bien décrite par le modèle jusqu’à 350 h de fermentation avant 

d’être sûr estimée par le modèle.  

Ces résultats pourraient indiquer que la concentration en cellules immobilisée simulée est sous-

estimée par rapport aux données expérimentales. Toutefois, cela ne semble pas être le cas 

lorsque les concentrations en cellules immobilisées simulée et expérimentales sont comparées 

(47 g.L-1 contre 35 g.L-1). Une des hypothèses qui pourrait expliquer ce phénomène est que les 

productivités spécifiques des cellules du biofilm pourraient être différentes de celles des cellules 

en suspension. Ainsi, une première piste pour l’amélioration de ce modèle consisterait à vérifier 

si les paramètres Yxs, Ybuts, Yis et µmax sont constants au cours du temps entre cellules en suspension 

et cellules immobilisées. 

Afin de s’assurer de la justesse du modèle développé et des nouveaux paramètres identifiés, 

plusieurs vérifications doivent être effectuées. Un bilan carbone sur l’ensemble des composants 

du système doit être effectué pour vérifier que le modèle respecte bien les lois de conservation 

de la matière. Puis les hypothèses statistiques effectuées pour le calcul des intervalles de 

confiance des paramètres ka et kd doivent être vérifiées. Enfin, tous les paramètres identifiés sont 

utilisés pour simuler une expérience avec une stratégie de montée en débit plus complexe dans 

le but de valider le modèle. Toutes ces vérifications seront développées dans la partie suivante. 
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3.3 Validation du modèle 

3.3.1 Bilan carbone 

Afin de vérifier le respect des lois de conservation de la matière, un bilan massique sur le carbone 

a été effectué de la manière suivante. Ce bilan consiste à calculer la masse totale de carbone 

simulée apportée dans le bioréacteur au cours de la fermentation et de comparer à la masse 

totale simulée en sortie. Les fractions massiques en carbone de chaque composé ont donc été 

calculées.  

La masse de carbone en entrée du système a été calculée à partir des concentrations en glucose 

et en acétate dans la cuve d’alimentation. Le débit de carbone en entrée est connu car le débit 

volumique peut être estimé à tous les temps de l’expérience selon l’équation 4-12. La somme de 

tout le carbone entré dans le système a été calculée de la manière suivante : 

3-21 𝑪𝒆 = ∫ (𝒎𝑪𝒈𝒍𝒖_𝒆 +𝒎𝑪𝒂𝒄é𝒕𝒂𝒕𝒆_𝒆). 𝑭(𝒕). 𝒅𝒕
𝒕

𝟎
 

• mCglu_e : fraction massique du carbone qui compose le glucose en entrée à l’instant t (g.L-

1). 

• mCacétate_e : fraction massique du carbone qui compose l’acétate à l’instant t (g.L-1). 

• F(t) :débit volumique à l’instant t (L.h-1) 

De la même manière, la masse de carbone en sortie du système a été calculée selon l’équation 

3-22. Le CO2 a été estimé de la même manière que dans la partie.2.4.1. à l’aide des équations 

stœchiométriques de production des différents métabolites. 

3-22 𝑪𝒔 = ∫ (𝒎𝑪𝒈𝒍𝒖_𝒔 +𝒎𝑪𝒂𝒄é𝒕𝒂𝒕𝒆_𝒔 +𝒎𝑪𝑩𝒖𝒕𝒂𝒏𝒐𝒍 +𝒎𝑪𝒊𝒔𝒐𝒑𝒓𝒐𝒑𝒂𝒏𝒐𝒍 +𝒎𝑪𝒃𝒖𝒕𝒚𝒓𝒂𝒕𝒆 +
𝒕

𝟎

𝒎𝑪𝒃𝒊𝒐𝒎𝒂𝒔𝒔𝒆 +𝒎𝑪𝑪𝑶𝟐). 𝑭(𝒕). 𝒅𝒕 +𝒎𝑪𝒃𝒊𝒐𝒇𝒊𝒍𝒎 

• mCglu_s : fraction massique du carbone qui compose le glucose en sortie à l’instant t (g.L-

1). 

• mCacétate_s : fraction massique du carbone qui compose l’acétate en sortie à l’instant t (g.L-

1). 

• mCbutanol : fraction massique du carbone qui compose le butanol à l’instant t (g.L-1). 

• mCisopropanol : fraction massique du carbone qui compose l’isopropanol à l’instant t (g.L-1). 

• mCbutyrate : fraction massique du carbone qui compose l’butyrate à l’instant t (g.L-1). 

• mCbiomasse : fraction massique du carbone qui compose la biomasse en suspension à 

l’instant t (g.L-1). 

• mCCO2 : fraction massique du carbone qui compose le CO2 à l’instant t (g.L-1) 

• mCbiofilm : fraction massique du carbone qui compose le biofilm en fin de fermentation (g). 
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• F(t) :débit volumique à l’instant t (L.h-1) 

Au cours du procédé, la biomasse s’accumule dans le bioréacteur. La masse de carbone retenue 

dans le réacteur a donc été calculée puis ajoutée au bilan en sortie. Le bilan carbone peut alors 

s’écrire de la manière suivante : 

équation 3-23 𝑩𝒊𝒍𝒂𝒏 (%) =  
𝑪𝒆

𝑪𝒔
. 𝟏𝟎𝟎 

Le résultat du bilan carbone est présenté sur la figure 22. Au total 283,7 g de carbone est amené 

dans le bioréacteur et 303,1 g de carbone en sort. Le pourcentage de carbone recouvré est ainsi 

de 93,6 %. 

 
figure 22 : Masse carbone répartie par métabolite de fermentation en apportée au système et sortie 

du système au cours d’une fermentation continue à cellules immobilisée. 

Le bilan carbone simulé indique que le modèle respecte les lois de conservation de la matière et 

peut être utilisé pour décrire les procédés de fermentation à lit fixe. Toutefois, les hypothèses 

statistiques effectuées afin de calculer les intervalles de confiance des paramètres ka et kd 

identifiés à l’aide des données décrites dans la partie 3.2 doivent être validées. 

3.3.2 Validation des hypothèses statistiques 

Pour rappel, ces hypothèses statistiques sont au nombre de trois : L’homoscédasticité, la 

répartition normale des résidus ainsi que l’absence de biais dans les résidus.  
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figure 23 : Validation statistique pour l’identification des paramètres cinétique du modèle de 

fermentation à cellules immobilisées. A) écart entre données du modèle et points expérimentaux (croix 

bleues) et écart types des résidus (traits pointillés bleus. B) distribution des résidus en fonction des 

quantiles de la loi normale (qq-plot). 

Sur la figure 23-A, il est montré que les résidus sont homogènes. Sur la figure 23-B, il est montré 

que ces derniers suivent une répartition normale bien qu’une partie des résidus soit éloigné des 

quantiles prédits. Les hypothèses statistiques pour l’identification des deux paramètres sont donc 

acceptées. 

  

A) 

B) 
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3.3.3 Validation expérimentale 

Afin de valider les paramètres estimés, une autre expérience de fermentation continue a été 

réalisée. Cette dernière a été effectuée dans une colonne lit fixe avec des concentrations en solide 

support égale à celle effectuée dans le bioréacteur à biofilm.  

 

 

  

 

figure 24 : Évolution des données modélisées comparées aux données expérimentales pendant une 

fermentation avec le bioréacteur à colonne effectuée à 34 °C et sans régulation de pH. A) Évolution du 

taux de dilution (cercles et ligne continue) et de la concentration en butanol (cercles blancs et trait 

pointillé), isopropanol (étoiles blanches et trait continu) et solvants totaux (losanges blancs et trait 

A) B) 

C) D) 

E) 
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continu). B) Évolution de la productivité volumique expérimentale et simulée (points noirs et trait 

continu). C) Évolution de la concentration en acétate (carrés blanc et trait continu) et en butyrate 

(losanges blancs et traits pointillés) expérimentale et simulée D) Évolution de la concentration en glucose 

(carré blanc et trait pointillé) et en biomasse en suspension (losange blanc et trait continu) 

expérimentale et simulée. E) Évolution de la biomasse immobilisée expérimentale et modélisée (ronds 

noirs et trait discontinus). 

Cette fois ci une stratégie de montée en débit différente a été testée. En effet, comme montrée 

dans la partie 3.2.2, une augmentation de débit linéaire peut entraîner une trop forte 

accumulation de solvants dans le bioréacteur. Par conséquent, le débit volumique a été augmenté 

en fonction de la concentration en butanol mesurée en sortie de réacteur, comme explicité dans 

la partie 1.4.4 du chapitre 2. Les résultats de cette stratégie de conduite ainsi que ceux obtenus 

lors de la simulation effectuée avec le modèle sont présentés sur la figure 24. 

Les résultats expérimentaux de la stratégie de montée du débit ainsi que les concentrations en 

solvants obtenues sont présentés sur la figure 24-A. Le taux de dilution simulé est proche de celui 

observé expérimentalement (R² = 0,97). La concentration en solvants totaux augmente au fur et 

à mesure de l’expérience et atteint 12 g.L-1 après environ 200 h de fermentation. Cette 

concentration reste ensuite stable tout au long de l’expérience de fermentation malgré 

l’augmentation continuelle du taux de dilution. Toutefois, la concentration en solvants est 20 % 

plus élevée que lors de l’expérience présentée dans la partie 3.2.2 de ce chapitre (12 g.L-1 contre 

10 g.L-1). De plus, les rendements en butanol et en isopropanol ne sont pas constants au cours de 

l’expérience. En effet, le rendement en butanol augmente de 0,16 g.g-1 à 0,22 g.g-1 à partir de la 

450ème heure de fermentation. Le rendement en isopropanol, quant à lui, décroit et passe de 0,16 

g.g-1 à 0,13 g.g-1 à partir de la 450ème heure de fermentation. Cependant le rendement en solvants 

totaux reste quant à lui globalement stable au long de l’expérience (entre 0,31 et 0,36 g.g-1) 

Le procédé a été simulé avec les paramètres préalablement identifiés lors des procédés batch et 

de l’expérience présentée dans la partie 3.2.2 de ce chapitre. La concentration en solvants 

simulée est sous-estimée d’environ 20 % par rapport aux données expérimentales tout au long 

de l’expérience. De plus, la structure du modèle proposé ne prend pas en compte d’éventuels 

changements de rendements au cours du procédé. Ainsi un écart important est observé entre le 

modèle proposé et les données expérimentales obtenues, plus particulièrement entre 100 h et 

400 h de fermentation. 

Les productivités volumiques simulées et expérimentales sont présentées sur la figure 24-B. Sur 

cette figure, la productivité volumique augmente de manière constante entre 0 et 500 h de 

fermentation. Cette dernière atteint un plateau après 500 h de fermentation et stagne autour de 

2,0 g.L-1.h-1 entre 500 et 800 h de fermentation. Un pic de productivité de 2,5 g.L-1.h-1 est atteint 

à 650 h de fermentation. Toutefois, la productivité volumique simulée est sous-estimée par 
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rapport aux données expérimentales. En effet, bien que le taux de dilution soit bien estimé, la 

concentration en solvants simulée est sous-estimée par rapport aux données réelles d’où cette 

répercussion sur la productivité volumique simulée ce qui explique l’erreur du modèle. 

Les concentrations en acides sont présentées sur la figure 24-C. La concentration en acétate 

mesurée au cours de la fermentation diminue de moitié de 2 g.L-1 à 1 g.L-1 entre 24 h et 350 h de 

fermentation. À partir de 350 h de fermentation, cette dernière augmente jusqu’à atteindre de 

nouveau 2 g.L-1 après 800h de fermentation continue. La concentration en butyrate augmente 

continuellement de 0,5 g.L-1 à 0,85 g.L-1 entre 150 h et 800 h de fermentation. Les résultats de la 

simulation décrivent bien ces mêmes dynamiques de production et de consommations de ces 

deux acides au cours de l’expérience. 

La concentration en glucose baisse entre 0 h et 120 h, puis se stabilise vers 20 g.L-1 jusqu’à 300 h 

de fermentation (figure 24-D). Après 300 h de fermentation la concentration en glucose dans la 

nourrice d’alimentation est changée et passe de 60 g.L-1 à 45 g.L-1, ce qui entraine une baisse de 

la concentration en glucose résiduel en sortie de bioréacteur. Cette dernière est alors stable 

jusqu’à la fin de l’expérience et atteint 5 g.L-1. La concentration en glucose résiduel simulée sur la 

figure 24-D est surestimée d’environ 20 % tout le long de la fermentation bien que le changement 

de concentration en glucose dans la nourrice soit bien pris en compte par le modèle. 

L’évolution de la concentration en biomasse en suspension est également présentée sur la figure 

24-D. La concentration en cellules en suspension est multipliée par 10 entre 0 et 100 h pour passer 

de 0,3 à 3 g.L-1. La concentration en cellules en suspension reste ensuite stable entre 2 et 3 g.L-1 

jusqu’à la fin de la fermentation. La biomasse simulée est sous-estimée en début de fermentation 

(3 g.L-1 mesuré expérimentalement contre 0,5 g.L-1 simulé à 100 h de fermentation), puis 

surestimée à la fin de l’expérience (2 g.L-1 mesuré contre 4 g.L-1 simulé à 800 h de fermentation). 

La mesure de la masse de cellules immobilisées sur les mousses en polyuréthane a été effectuée 

à la fin de l’expérience. Cette dernière est comparée avec la dynamique de croissance du biofilm 

sur la figure 24-E. La concentration en biomasse totale modélisée est surestimée d’environ 20 % 

par rapport à la masse de biofilm mesurée expérimentalement (120 g.L-1 contre 100 g.L-1). 

Toutefois l’erreur de l’estimation de la masse finale de biofilm est comparable avec celle obtenues 

lors de l’estimation des paramètres 3.2.2 de ce chapitre. 

Le red-χ² est de 12,4 ce qui indique que le modèle ne décrit pas les données expérimentales de 

manière satisfaisante. En effet l’erreur entre le modèle et l’expérience pour la concentration en 

solvants est importante. Toutefois, la dynamique de production est, quant à elle, globalement 

bien décrite. Les paramètres ka et kd, bien qu’identifiés de manière satisfaisante, ne sont 

certainement pas fixes au cours de la fermentation. En effet, le détachement du biofilm peut 

dépendre de nombreux facteurs, notamment des taux de cisaillement causés par l’agitation. De 
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la même manière, l’attachement des cellules au biofilm n’est vraisemblablement pas linéaire. Ces 

deux paramètres pourraient être complexifiés afin de mieux décrire les fermentation IBE à lit fixe. 

3.4 Étude de sensibilité sur les paramètres du modèle à cellules immobilisées 

Afin de mieux comprendre l’impact de chaque paramètre sur chaque variable d’état simulée par 

le modèle, une analyse de sensibilité sur les paramètres a été réalisée. Cette dernière vise à faire 

varier la valeur de chacun des paramètres de 5 % et mesurer la variation de chacune des variables 

d’états en sortie. Cette analyse permet de comprendre quels paramètres peuvent avoir une 

influence sur le procédé de fermentation. 
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figure 25 : Étude de sensibilité sur chacune des variables d’état du modèle Xi : biomasse immobilisée, 

Xs : biomasse en suspension, S : glucose résiduel, I : isopropanol, B : butanol, AA : acétate, AB : butyrate, 

E : éthanol 

Les résultats de l’analyse de sensibilité sont présentés sur la figure 25. Les paramètre Bmax et ka 

influent de manière positive sur la concentration en cellules immobilisée au fur et à mesure du 

temps. De la même manière, le taux de décrochage kd va également avoir un impact plus 

important que les autres paramètres sur la concentration en biomasse immobilisée dans le 

bioréacteur. Contrairement à l’analyse de sensibilité effectuée sur le modèle batch présentée 

dans la partie 2.5, le taux de croissance µmax a peu d’influence sur la croissance de la biomasse 

immobilisée et en suspension. Le paramètre Bmax a beaucoup d’influence sur les concentrations 
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en biomasse immobilisée, substrat, acides et solvants. Ces résultats indiquent que les 

performances du procédé continu à lit fixe sont influencées par l’inhibition de la souche vis-à-vis 

des solvants produits. 

Le modèle développé ne prévoit pas d’effet de saturation du support, mais il existe 

vraisemblablement un seuil de concentration en biomasse immobilisée élevée pour laquelle la 

vitesse de décrochement du biofilm est égale à la croissance de ce dernier. Il est théoriquement 

possible d’atteindre un état stationnaire, même si ce n’est pas ce qui a été observé 

expérimentalement dans le cas étudié. Le modèle pourrait donc être amélioré. Il pourrait en effet 

prendre en compte les phénomènes de diffusion dans l’épaisseur du biofilm formé sur les solides 

supports. Des modèles plus ségrégés pourraient être développés, prenant en compte les 

vraisemblables différences de productivités spécifiques entre biomasse immobilisée et biomasse 

en suspension. 

4 Conclusion  
Au cours de ce chapitre une stratégie innovante de démarrage de bioréacteurs à lit fixe appliquée 

à la fermentation IBE a été mis en œuvre. Cette dernière consiste à augmenter le taux de dilution 

du système de manière continue afin de maintenir une concentration résiduelle en solvants en 

dessous du seuil inhibiteur. Cette stratégie est efficace pour favoriser la croissance du biofilm tout 

en produisant des solvants au cours de la fermentation. En effet, la productivité maximale (2,5 

g.L-1.h-1) est obtenue après environ 600 h de fermentation continue en utilisant le glucose comme 

substrat. Cette valeur est comprise entre celles obtenues par Yang et al. (2016) (1,03 g.L-1.h-1) et 

Survase et al. (2013) (4,5 g.L-1.h-1).  

Ces deux auteurs ont employé des lits fixes composés de solides supports différent (pulpe de bois 

et anneaux de céramique) de ce qui a été utilisé dans cette thèse. La quantité de supports placés 

dans le système, ainsi la surface spécifique disponible par volume utile de bioréacteur varient 

selon les supports employés. Ces paramètres pourraient expliquer une partie des différences de 

productivité maximales obtenues entre les études de ces deux auteurs et la nôtre. De plus, la 

vitesse de croissance des biofilms formés peut dépendre de nombreux facteurs (taux de 

cisaillement, mode de conduite du procédé, concentration en solvants etc). Chacune de ces 

études a employé un système propre dont de nombreux facteurs peuvent ainsi expliquer la 

différence de productivité obtenue par rapport aux résultats obtenus dans cette thèse. 

La mise en place de cette stratégie nécessite toutefois de connaitre la dynamique de croissance 

du biofilm au sein des matériaux supports utilisés pour l’immobilisation cellulaire. En effet, la 

vitesse de production des solvants est alors dépendante de la concentration en biomasse active 

dans le bioréacteur. Le taux de dilution appliqué au système doit alors être augmenté au fur et à 

mesure de la croissance du biofilm. 
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Les paramètres relatifs à l’attachement des cellules aux mousses en polyuréthane ont été 

identifiés au cours d’une fermentation continue effectuée avec le bioréacteur à biofilm. Ces deux 

derniers paramètres permettent de décrire la croissance du biofilm lors de cette expérience. Lors 

de la validation des paramètres propres aux biofilms, une erreur globale de 20 % est observée 

entre productivité prédite et productivité expérimentale. De la même manière, la biomasse finale 

prédite est surestimée d’environ 20 % par le modèle comparé à la biomasse immobilisée 

expérimentale. 

Ainsi, plusieurs aspects du modèle pourraient être améliorés. Les paramètres relatifs à 

l’attachement et au détachement de la biomasse dépendent de nombreux facteurs. La vitesse 

d’attachement peut par exemple varier en fonction de la surface de solide déjà colonisée ainsi 

que les propriétés physico chimiques des supports étudiés (Krsmanovic et al. 2021). La vitesse de 

détachement du biofilm peut être influencée par l’épaisseur du biofilm mais également par les 

conditions d’agitation du bioréacteur (Saur et al. 2017). Tous ces phénomènes pourraient être 

pris en compte pour l’élaboration d’un modèle plus complexe décrivant mieux la fermentation en 

lit fixe. 

L’activité de la biomasse pourrait également baisser au fur et à mesure de la fermentation à cause 

de l’accumulation de débris cellulaires, de substances polymériques extracellulaires ou de spores 

bloquées dans les couches du biofilm. La biomasse non productive peut en effet représenter 

jusqu’à 90% de la masse totale d’un biofilm (Qureshi et al. 2005). Ainsi la productivité spécifique 

du biofilm dépendrait à la fois de la concentration en butanol dans le bioréacteur ainsi que du 

temps. Afin de mieux comprendre comment ces derniers phénomènes pourraient agir sur le 

procédé, la viabilité des cellules du biofilm formé sur les mousses en polyuréthane doit être 

caractérisée et suivi au cours de la fermentation. Par conséquent, deux approches 

complémentaires ont été développées et sont présentées dans le chapitre suivant.
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Chapitre 4 : Caractérisation du biofilm formé par Clostridium beijerinckii 

1. Introduction 

Au cours du chapitre précédent, il a été montré que le modèle développé pour simuler la 

dynamique de croissance du biofilm surestimait la concentration en biomasse immobilisée 

d’environ 20 % par rapport aux données expérimentales. La composition de la biomasse n’est 

vraisemblablement pas homogène au sein des biofilms formés. En effet, les biofilms sont 

constitués à la fois de cellules et d’une matrice de polymères appelés EPS pour « Extra Polymeric 

Substances ». Cette substance représente entre 50 % et 90 % en masse des biofilms et est 

composée de protéines, de polysaccharides et de d’ADN extracellulaire (Vu et al. 2009). Les 

modèles décrits ne prennent pas en compte l’accumulation de cette substance, ce qui pourrait 

poser un problème pour estimer la concentration en biomasse totale au cours de la fermentation. 

Pour pallier ce problème, le modèle peut se baser sur la vitesse d’accumulation des cellules 

viables dans les mousses en polyuréthane. En effet, la productivité volumique du procédé dépend 

de la concentration en cellules, et plus particulièrement en cellules actives. Or très peu d’études 

se sont focalisées sur l’étude de la croissance des biofilms au sein des solides supports pour les 

procédés de fermentation IBE à lit fixe (Zhang et al. 2021). En effet, ce phénomène peut se 

dérouler pendant plusieurs jours, voire plusieurs semaines et nécessite l’emploi d’outils bien 

particulier pour étudier la dynamique de colonisation du support par le biofilm mais aussi pour 

distinguer les cellules viables des cellules mortes et des EPS. 

Dans ce contexte, deux méthodes ont été développées afin de suivre la croissance des biofilms. 

D’une part, des analyses ont été effectuées par microscopie confocale afin de comprendre la 

répartition des cellules et des EPS au sein des mousses en polyuréthane au cours de la 

fermentation à lit fixe. Un marqueur spécifique des glycanes qui composent les polysaccharides 

des EPS, la conacavaline A,  a été employé afin de mieux suivre la production de ces derniers au 

cours des fermentations à cellules immobilisées. Différentes stratégies d’étude de la viabilité 

compatibles avec l’emploi de ce type de microscopie ont également été mises au point afin de 

mieux comprendre les dynamiques de formation du biofilm étudié. D’autre part, la cytométrie en 

flux, couplée à l’emploi de cFDA (un marqueur d’activité estérasique intracellulaire) ainsi et de IP 

(un indicateur d’intégrité membranaire) a été utilisée afin d’analyser la quantité de cellules 

totales, actives et mortes des suspensions cellulaires et des biofilms. Toutefois, pour effectuer 

cette analyse, les cellules du biofilm doivent être détachées du solide support. Une méthode 

permettant de remettre les cellules en suspension, tout en minimisant les biais liés au traitement 

a donc été développée. Cette méthode couple un traitement par agitation mécanique avec 

l’emploi d’enzymes afin d’hydrolyser certains EPS du biofilm sans altérer la viabilité des cellules 

qui le compose. 
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2. Caractérisation du biofilm par microscopie confocale 

A l’instar de la cytométrie en flux, la microscopie confocale peut être couplée à des sondes 

chimiques fluorescentes afin de visualiser des phénomènes liés à la viabilité cellulaire. Par 

exemple, l’iodure de propidium peut être utilisé comme indicateur de l’intégrité membranaire 

des cellules alors que le SYTO™9 est utilisé afin d’illuminer toutes les cellules présentes dans le 

milieu de fermentation. 

2.1 Caractérisation du biofilm dans les mousses en polyuréthane 

Des premières analyses ont été effectuées afin de comprendre comment les cellules du biofilm 

se répartissent au sein des mousses étudiées. Le bioréacteur à biofilm développé par 

BioSurfaceTechnologies (CDC, Montana, États-Unis°) a été utilisé afin de pouvoir prélever des 

supports au fur et à mesure de leur colonisation par les bactéries (figure 10). Des coupons d’un 

diamètre de 12,7 mm et d’une épaisseur de 3,8 mm, découpés dans de la mousse en 

polyuréthane, ont été placés dans les barreaux du bioréacteur puis insérés dans la platine du 

bioréacteur. Le taux de dilution a été fixé à 0,03 h-1 tout au long de l’expérience. Cette dernière a 

duré 330 h afin d’assurer le développement complet d’un biofilm. 

L’objectif de ces premiers tests est de comprendre la dynamique de colonisation du support 

poreux utilisé pour la croissance du biofilm ainsi que de visualiser son organisation (répartition 

des cellules totales par rapport aux EPS). Après prélèvement, les mousses en polyuréthane ont 

été plongées dans des solutions contenant du SYTO™9 (ThermoFischer, Whaltham, MS, États-

Unis), un marqueur de l’ADN intercellulaire, ainsi qu’une lectine, la conacavaline A (Biotium, San 

Francisco, CA, États-Unis). Cette dernière marque les résidus α-D-mannosyl, α-D-glycosyl et 

glycane des polysaccharides composant la matrice extracellulaire des biofilms. Les deux sondes 

ont été incubées en mélange pendant 10 minutes à l’obscurité. Les mousses contenant le biofilm 

marqué sont ensuite analysées par microscopie confocale dont les résultats des analyses sont 

présentés sur la figure 26-A.  
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figure 26 A) Reconstruction d’images 3D obtenues après analyse par microscopie confocale du biofilm formé par C. beijerinckii au cours d’une fermentation 

continue avec immobilisation cellulaire (grossissement x 100). Les échantillons ont été traités avec un mélange de Syto 9 (vert), marqueur des cellules totales 
(ʎexcitation =488 nm, ʎémission : 495-536 nm), combiné avec de la conacavaline A (rouge), marqueur des polysaccharides composant les EPS (ʎexcitation =488 nm, 

ʎémission : 550-600 nm). Sur les microphotographies prises à t= 24h, seule la mousse en polyuréthane est visible à cause de son auto-fluorescence. B) Analyse du 
pourcentage de l’image recouverte par la fluorescence du Syto 9 et de la conacavaline A en fonction de la profondeur analysée au cours de la fermentation à 

cellules immobilisées.
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Afin de mieux visualiser la répartition des différents éléments marqués en fonction de la 

profondeur observée, une analyse d’image a été réalisée en utilisant le logiciel image J (National 

Institute of Health, Bethesda, Maryland, États-Unis). La surface de l’image recouverte par chaque 

canal de fluorescence correspondant aux différentes sondes fluorescentes a été calculée. Chaque 

canal d’acquisition a été converti en image binaire à l’aide d’une méthode automatique de 

seuillage. Le pourcentage de surface recouverte par chacun des canaux a ensuite été calculé grâce 

à la fonction « analyze particule » du logiciel. L’opération a été répétée pour toutes les images 

prises pour la réalisation de la « coupe optique » aussi appelée Z-stack. 

Sur la figure 26 il est montré que, au cours des premières 24 h, un élément géométrique 

fluorescent est détecté par microscopie. Il pourrait s’agir de la mousse en polyuréthane employée 

comme support du biofilm. Cependant, aucune cellule ne semble adsorbée sur la surface du 

solide. Afin de confirmer que le solide est autofluorescent, une analyse du support en microscopie 

confocale sans ajout de sondes fluorescentes et sans présence de biofilm a été réalisée et est 

présentée sur la figure 27. Les mêmes motifs sont alors observés, ce qui confirme que le solide 

support émet de la fluorescence aux longueurs d’ondes utilisées lorsque que ce dernier est 

analysé à l’aide d’un laser avec une excitation à 488 nm. 

 
figure 27 : Photographie prise au microscope confocale à balayage laser d'une mousse en polyuréthane 

(grossissement x200 - ʎexcitation =488 nm - ʎémission = 495-536 nm) 

À partir de 120 h de fermentation, les espaces dans les pores commencent à être colonisés par 

des cellules (figure 26-A). Toutefois, la formation d’un biofilm dense n’est pas encore observée. 

Le résultat des analyses de recouvrement de surface, disponible sur la figure 26-B, montrent que, 

à partir de 120 h de fermentation, des cellules sont détectées en profondeur (jusqu’à 350 µm) 

dans la mousse en polyuréthane. De plus, moins de 1% de la surface analysée est alors marquée 

par la conacavaline A. Des cellules sont donc présentes dans l’épaisseur du support analysé et 

plus la profondeur augmente, plus les bactéries occupent de surface (de 8 % à 30 µm de 

profondeur et jusqu’à 30 % à 300 µm de profondeur). 
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À partir de 216 h de fermentation, des structures cellulaires denses marquées en vert ainsi que 

des EPS sous forme d’agrégats colorés en rouge sont observés au sein du biofilm formé sur les 

microphotographies présentées sur la figure 26-A). L’analyse de recouvrement en fonction de la 

profondeur étudiée montre que de la fluorescence est détectée jusqu’à 200 µm de profondeur 

bien que le pic de recouvrement (35 %) par les cellules soit détecté à environ 50 µm de 

profondeur. 

Enfin, à 288 h de fermentation, la concentration cellulaire est très importante à l’entrée des pores 

de la mousse. La majorité des cellules détectées se trouvent entre 50 µm et 100 µm de 

profondeur. Ce phénomène pourrait être causé par le bouchage progressif des pores de la 

mousse par le biofilm. 

En début de fermentation, les cellules peuvent diffuser librement au sein des pores de la mousse. 

Cependant au fur et à mesure de la colonisation de ce support, des gradients de concentration 

en substrat et en produit peuvent apparaitre au sein du solide support (Raganati et al. 2016; 

Olivieri et al. 2011). Ces gradients pourraient engendrer une concentration cellulaire plus 

importante aux emplacements où l’accès au substrat est le plus aisé, c’est à dire à l’entrée des 

pores. Cette même accumulation des cellules à l’entrée des pores pourrait bloquer l’accès au 

substrat des cellules situées plus en profondeur dans la mousse. Par conséquent, de moins en 

moins de cellules sont observées à des profondeurs supérieures à 100 µm après 288 h de 

fermentation. De plus, les graphiques présentés sur la figure 26-B montrent également que le 

pourcentage de surface recouverte de polysaccharides extracellulaires tend à augmenter au cours 

de la fermentation. Ces polysaccharides sont détectés aux mêmes profondeurs que les maximums 

de recouvrement pour les cellules. Ces résultats mettent en lumière que la production d’EPS et la 

densité cellulaire sont corrélées. 

Ces résultats sont cependant à nuancer, vu que les analyses n’ont pu être menées que jusqu’à 

350 µm de profondeur dans les mousses en polyuréthane alors que les coupons de mousse ont 

une épaisseur de 3,8 mm ainsi qu’une porosité ouverte. De plus, le biofilm formé est très lâche et 

se disperse facilement lors des marquages avec les sondes fluorescentes et pendant 

l’observation, ce qui engendre systématiquement une perte de matériel au cours de l’analyse. 

Cette perte peut même s’avérer problématique lorsque le biofilm n’est pas encore bien 

développé. Enfin, le support utilisé pour la croissance du biofilm est auto-fluorescent dans les 

conditions d’analyses utilisées. Ce phénomène gène l’analyse de la répartition des cellules dans 

la profondeur des mousses car la fluorescence des mousses est aussi prise en compte lors des 

analyses. 

Ces observations ont toutefois permis de mieux connaitre la part de polysaccharides qui 

composent le biofilm et à quel moment ces derniers apparaissent au cours d’une fermentation 

continue à biofilm. Toutefois, un des paramètres les plus utiles pour la conduite de procédé de 
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fermentation étant l’étude de la répartition entre cellules mortes et actives au sein du biofilm 

formé, de nouvelles analyses ont été réalisées après 200 h de fermentation continue à biofilm. 

2.2 Analyse de viabilité  

La répartition des cellules viable peut donner une information importante afin d’optimiser les 

performances du procédé de fermentation par le choix d’un solide support adapté à la 

colonisation des bactéries. Au cours des prochains paragraphes, des mesures de viabilité ont été 

menées à l’aide de différentes techniques afin de caractériser au mieux ce phénomène sur les 

biofilms matures formés par C. beijerinckii. 

2.2.1 Utilisation du kit baclight et du cFDA 

Un premier marquage combinant SYTO™9 et IP a été réalisé sur les mousses en polyuréthane 

après 200 h de fermentation continue. Les détails de cette méthode sont présentés dans le 

chapitre 2 partie 2.3.1. Le marqueur Syto™ 9 (émission entre 498 et 550 nm) pénètre dans toutes 

les cellules tandis que l’iodure de propidium (émission entre 600 et 700 nm) ne pénètre que dans 

les cellules dont la membrane est altérée. Les cellules qui fluorescent en vert sont donc viables 

tandis que celles qui fluorescent en rouge sont considérées mortes. Les résultats de ces analyses 

sont montrés dans les figure 28-A et figure 28-B. 

 
figure 28 : Analyse de viabilité par microscopie confocale (grossissement x250) effectuée sur un biofilm 

de C. beijerinckii formé sur mousse en polyuréthane après 200 h de fermentation continue. A) marquage 

de viabilité avec le SYTO 9™ (vert) et l’IP (rouge) B) Analyse de la surface de champ recouvert par les 

différents canaux utilisés après marquage au SYTO9™ et à l’IP en fonction de la profondeur du biofilm 
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analysé C) marquage de viabilité avec le cFDA (vert) et l’IP (rouge) D) Analyse de la surface de champ 

recouvert par les différents canaux utilisés après marquage au cFDA et à l’IP en fonction de la profondeur 

du biofilm analysé. 

Ces deux sondes combinées sont efficaces afin de discriminer les cellules mortes des cellules 

totales, et ont été employées au cours de différentes études en microscopie confocale pour 

analyser la viabilité de nombreux biofilms (Chen and Chang 2010; Collins et al. 2010; Danielsen et 

al. 2014). Comme observé sur la microphotographie présentée sur la figure 28-A et prise après 

200 h de fermentation, le biofilm observé semble réparti sur le support de manière hétérogène. 

En effet, des blocs de cellules sont marqués à l’iodure de propidium ou au SYTO™9 et les cellules 

ne forment pas une couche homogène sur les mousses. Une analyse du pourcentage de surface 

recouverte par chacune des sondes dans la profondeur du biofilm étudié a été réalisée et est 

présentée sur la figure 28-B. Cette analyse révèle que la proportion de biofilm marqué par le 

SYTO™9 reste constante tout le long de la profondeur (17,5 % de surface recouverte sur 100 µm). 

Lorsque le biofilm issu du même bioréacteur que celui préalablement analysé est marqué avec 

un indicateur de l’activité estérasique intracellulaire (cFDA) combiné à de l’IP, un résultat différent 

est obtenu. En effet, comme montré sur la figure 28-C, la répartition des cellules viables au sein 

de la mousse en polyuréthane semble aussi hétérogène que celle observée sur la figure 28-A. 

Cependant, l’analyse de la répartition de la viabilité dans la profondeur montre que le 

pourcentage de surface recouverte par les éléments marqués au cFDA n’est pas constant le long 

de la profondeur du biofilm. En effet, la densité des cellules viables du biofilm augmente le long 

de la profondeur jusqu’à atteindre 13 % de surface recouverte à 30 µm de profondeur, puis 

décroît progressivement jusqu’à atteindre 8 % à 40 µm de profondeur. 

Les marquages au cFDA et IP permettent d’analyser plus finement la viabilité cellulaire dans la 

profondeur du biofilm formé dans les mousses en polyuréthane. En effet, le SYTO™9 comme l’IP 

se lient à l’ADN des cellules afin d’émettre de la fluorescence. Toutefois, la matrice de certains 

biofilms peut contenir de grandes quantités d’ADN extracellulaire (Flemming and Wingender 

2010; Okshevsky and Meyer 2015). L’emploi du cFDA permet d’éviter de détecter ces ADN 

extracellulaires et d’analyser uniquement les cellules viables en fonction de leur activité 

estérasique intracellulaire. Toutefois, le contremarquage à l’IP possède in fine les mêmes 

problèmes que le SYTO™9 vis-à-vis du marquage de l’ADN extracellulaire. 

Pour conclure, l’étude du développement du biofilm formé par C. beijerinckii par microscopie 

confocale a permis de mieux comprendre comment le biofilm se développe et se répartit au sein 

des mousses en polyuréthane lors des fermentations continues à cellules immobilisées. Toutefois, 

les informations recueillies concernant la viabilité cellulaire analysée soulèvent des questions 

quant à la nature des éléments détectés. En effet, l’autofluorescence du support utilisé ainsi que 

la présence d’ADN extracellulaire peut être à l’origine d’une surestimation des cellules mortes ou 
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vivantes présentes dans les mousses. Afin de mieux estimer la viabilité du biofilm formé et ainsi 

pouvoir suivre sa croissance au cours de la fermentation IBE, le biofilm a été décroché des 

mousses puis analysé par cytométrie en flux. 

 

3. Caractérisation du biofilm par cytométrie en flux 
Comme vu au cours de la partie précédente, la microscopie confocale n’apparaît pas adaptée à 

l’étude du support poreux utilisé pour la croissance du biofilm de C. beijerinckii. Afin d’obtenir des 

données sur la proportion de cellules viables qui compose le biofilm formé, une technique 

utilisant la cytométrie en flux a été mise au point. En effet, cet outil permet de dénombrer le 

nombre de cellules totales en suspension ainsi que de mesurer plusieurs paramètres en lien avec 

la viabilité cellulaire. Les cellules du biofilm doivent donc être décrochées du solide support afin 

d’être analysées, ce qui pose plusieurs défis pour limiter les biais, car la méthode employée doit 

être non destructive pour les bactéries. 

Le biofilm analysé au cours de ces expériences a été cultivé dans des flacons Schott d’un volume 

utile de 100 mL et équipés d’une platine munie d’un plongeant. Quatre mousses en polyuréthane 

sont fixées sur ce dernier. Les mousses sont ainsi en contact avec le milieu de culture et servent 

de support pour le développement du biofilm comme détaillé dans la partie 1.4.3 de ce 

document. L’agitation est assurée par des barreaux magnétiques, et les flacons Schott sont placés 

dans un incubateur afin d’assurer un maintien de la température à 34°C. Le système est opéré en 

continu, à un faible taux de dilution (0,03 h-1) afin d’éviter les crashs acides. Pour chaque test en 

cytométrie en flux, quatre flacons sont arrêtés après 300 h de fermentation, une fois que le 

biofilm devient visible à l’œil nu. Les réplicats de chaque expérience ont été effectués sur des 

mousses en provenance de différents flacons. 

3.1 Détachement mécanique du biofilm de la mousse en polyuréthane employée lors des 

fermentations avant analyse par cytométrie en flux. 

 

Les biofilms bactériens, en particulier ceux utilisés pour les procédés de traitement des eaux, ont 

déjà été analysés par cytométrie en flux afin de dénombrer le pourcentage de bactéries viables 

et mortes dans la boue activée (Collado et al. 2017; Yoshida and Hiraishi 2004; Benito et al. 2020). 

Pour y parvenir, des traitements physiques, comme l’agitation mécanique ou la sonication, ont 

été employés afin de détacher les biofilms des supports et disperser ces derniers (Karbysheva et 

al. 2020; Close et al. 2020; Collado et al. 2017). Cependant, la sonication pourrait être nocive pour 

les cellules et doit donc être utilisée avec soin. 

Afin de détacher le biofilm de C. beijerinckii de la mousse en polyuréthane, un traitement 

mécanique a donc d’abord été effectué à l’aide d’un agitateur vortex pendant 2 minutes. Les 
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cellules détachées ont été marquées au cFDA ainsi qu’à l’IP puis observées à l’aide d’un 

microscope à épifluorescence. Ces dernières révèlent la présence d’agrégats cellulaires (figure 

29-A). Après marquage, l’observation au microscope à épifluorescence révèle également la 

présence d’ADN extracellulaire dans les agrégats détectés (figure 29-B). 

 
figure 29 : A) Biofilm détaché du support par agitation au vortex pendant deux minutes et observé en microscopie 

optique à champ clair(grossissement x200) B) cellules détachées du biofilm par agitation au vortex pendant deux 

minutes, marquées à l’IP et au cFDA puis observées par microscopie à épifluorescence (grossissement x400). C) 

Cellules du biofilm détachées du support après agitation au vortex suivi d’un traitement enzymatique successif de 

DNase I et de protéinase K. Des agrégats cellulaires sont observés sur la figure 2A et 2B ainsi que de l’ADN 

extracellulaire marqué par de l’IP sur la figure 2-B. 

L’analyse de la suspension cellulaire obtenue après décrochage du biofilm par agitation au vortex 

a permis d’observer plusieurs phénomènes. Premièrement, le biofilm formé par C. beijerinckii sur 

les mousses en polyuréthane après 300 h de fermentation continue peut-être analysé par 

cytométrie en flux, sans risque de boucher l’appareil, malgré la présence d’agrégats cellulaire 

(figure 29-A). Deuxièmement, le nombre de cellules viables (cFDA+/IP-) comptées par cytométrie 

en flux après agitation au vortex n’est pas significativement différent du nombre d’UFC.mL-1 

dénombrées par dilution et étalement successif sur boite de pétri (3,2.107± 1,8.107 et 2,0.107 ± 

1,1.107 cellules. mL-1 respectivement). L’incertitude de mesure de la méthode de référence est 

toutefois importante, ce qui peut compliquer l’identification de la pertinence d’une méthode par 

rapport à l’autre. 

Troisièmement, l’analyse de viabilité par CMF révèle un très faible pourcentage de cellules 

viables, altérées et mortes (2,6 ± 0,9 %, 17,6 ± 3,6 % et 0,9 ± 0,6 %, respectivement). En effet, les 
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événements non fluorescents, composés de débris cellulaires et de bruit de fond, constituent le 

plus grand nombre d’événements détectés par cytométrie en flux.  

Afin d’estimer un pourcentage correct de cellules viables, il est nécessaire, d’effectuer une 

hydrolyse efficace de la matrice d’EPS dans laquelle les bactéries sont piégées. En effet, les 

traitements enzymatiques ont été choisis pour leurs capacités à hydrolyser sélectivement les EPS 

qui peuvent être présents dans un biofilm formé par C. beijerinckii (polysaccharides, ADN 

extracellulaire et protéines). De plus, le traitement enzymatique a été choisi en raison de sa 

biocompatibilité à température douce (30 à 40 °C) qui maintient de manière optimale l’état 

physiologique des cellules bactériennes par rapport à d’autres techniques comme la sonication. 

3.2 Mise au point d’un prétraitement enzymatique du biofilm formé par C. beijerinckii  

3.2.1 Utilisation et étude des effets du cocktail caylase  

Le traitement à la caylase a été employé afin d’hydrolyser spécifiquement les composants de la 

matrice extracellulaire du biofilm (protéines, ADN extracellulaire et polysaccharides), sans porter 

atteinte à la viabilité cellulaire. En effet, les traitements enzymatiques ont l’avantage d’être 

sélectif et de catalyser des réactions d’hydrolyses à des températures et à des pH compatibles 

pour les bactéries. Lorsque ce cocktail enzymatique a été utilisé (figure 30-B), le profil FSC-SSC du 

cytogramme a montré une sous-population qui se dégage du bruit de fond. En effet, cette sous-

population n’apparait pas lorsque l’analyse est effectuée sur des cellules décrochées par agitation 

et sans traitement enzymatique, comme montré sur la figure 30-A. 

 
figure 30 ; Profils FSC-SSC obtenus après analyse par cytométrie en flux d’une suspension cellulaire obtenue après 

A) décrochement des cellules par agitation au vortex B) décrochement des cellules après agitation au vortex et 

traitement à la caylase C) décrochement des cellules après agitation au vortex et traitement à la caylase + anti-

protéase.  

L’analyse de la viabilité de la sous-population cellulaire détectée en R1 (figure 30-B) révèle que, 

après traitement enzymatique à la caylase, la proportion de cellules viables est augmentée de 2,6 

± 0,9 % à 45,8 ± 12,8 %. De plus, la quantité de cellules marquées au cFDA dans la région R1 n’est 

pas significativement différente du nombre de colonies dénombrées sur boîtes de Pétri après 

dilutions successives et étalement (1,2.108 ± 7.107 contre 1,6.108 ± 7,5.107). Ces données 

indiquent que la sous-population qui apparait dans la région R1 après le traitement à la caylase 

correspond bien à des cellules. Toutefois, ce cocktail enzymatique n’est plus disponible dans le 

commerce. Une alternative d’une efficacité équivalente a donc dû être trouvée. 
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Un des composants majeurs qui constitue les biofilms formés par certaines Clostridia 

solvantogènes sont les protéines extracellulaires (Liu et al. 2018). Ces dernières assurent 

notamment la cohésion mécanique du biofilm. Or, le cocktail caylase possède une activité 

protéasique. Cette activité en particulier devait être déterminante afin d’hydrolyser la matrice 

extracellulaire du biofilm. Afin de vérifier ou d’infirmer cette hypothèse, un traitement 

enzymatique à la caylase en présence d’inhibiteurs de protéases a été effectué sur du biofilm 

décroché par agitation au vortex. Les résultats obtenus, disponibles sur la figure 30-C, montrent 

que le cocktail caylase, en présence d’anti-protéase, ne parvient pas à séparer les cellules du bruit 

de fond car aucune population cellulaire n’est observée sur la figure 30-C. 

3.2.2 Effet de la DNase I et de la protéinase K 

Au vu des résultats obtenus ci-dessus, l’utilisation d’une protéase pourrait être suffisante pour 

séparer les cellules du bruit de fond. La protéinase K a déjà été employée pour disperser 

efficacement les biofilms formés par Listeria monocytogenes (Nguyen and Burrows 2014) et 

Escherichia coli (Lim et al. 2019a) en visant spécifiquement les EPS de ces biofilms. Par 

conséquent, cette enzyme a été choisie afin d’hydrolyser les protéines qui constituent la matrice 

extracellulaire du biofilm obtenu au cours de cette étude. Sur la figure 31-B,il est montré que, 

après traitement à la protéinase K du biofilm décroché par agitation au vortex, une sous-

population est de nouveau observable dans la région R1 du cytogramme.  

 

figure 31 : Profils FSC-SSC obtenus après analyse par cytométrie en flux d’une suspension cellulaire 

obtenue après A) décrochement des cellules après agitation au vortex et traitement à la DNase I B) 

décrochement des cellules après agitation au vortex et traitement à la protéinase K C) décrochement des 

cellules après agitation au vortex et traitement à la DNase I puis à la protéinase K 

Lors de l’emploi de la protéinase K, le pourcentage d’événements non fluorescents dans la région 

R1 diminue significativement par rapport au témoin sans enzymes (de 78,9 ± 3,3 % pour le témoin 

à 41,1 ± 16,4 % pour le traitement à la protéinase K). Toutefois, le pourcentage de cellules viables 

détectées dans la région R1 n’est pas aussi élevé qu’avec le traitement caylase (22,8 ± 8.6 % 

comparé à 45,8 ± 12,7 %).  

Les EPS sont en effet composés d’autres substances que les protéines qui ne sont pas totalement 

hydrolysées par la proteinase K. Le cocktail caylase pourrait alors être plus efficace, car ce dernier 

combine à la fois des activités proteasique, cellulolytique et chitinolytique. Cependant, deux 

A) B) C) 
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glucanases (Vinotaste et Glucanex) ont été testées au cours de cette thèse sans résultats 

probants. Ainsi, ce cocktail enzymatique est peut-être plus efficace que l’emploi de protéinase K 

seule pour hydrolyser les nombreux polymères qui constituent la matrice du biofilm.  

 
figure 32 : Pourcentage de cellules viable (cFDA+/IP -), altérées (cFDA+/IP+), mortes (cFDA+/IP-) et 

évènements non fluorescents (cFDA-/IP-) obtenus après agitation au vortex des mousses en polyuréthane 
sur lesquelles est formé un biofilm de C. beijerinckii après 300h de fermentation continue en bioréacteur 
et traitement (C) Témoin sans ajout d’enzymes (D) Utilisation de DNase I, (P) Utilisation de protéinase K 
(D+P) Utilisation de DNase I et de protéinase K (CAY) Utilisation du cocktail caylase. Tous les échantillons 

ont été incubés à 34°C pendant 1h pour chaque traitement enzymatique. a,b,c représentent les 
différences significatives (p < 0.05) entre les différents traitements sur le pourcentage des cellules 

viables, mortes et altérées (n=3) 

La microphotographie présentée sur la figure 29-B montre que la matrice extracellulaire autour 

des cellules fluoresce dans le rouge et est donc marqué à l’iodure de propidium. Ce résultat 

pourrait indiquer la présence de l’ADN extracellulaire (ADNe). En effet, l’ADNe est un composant 

majeur de la matrice extracellulaire des biofilms (Flemming and Wingender 2010; Whitchurch et 

al. 2002). Sa présence a déjà été révélée en microscopie à épifluorescence par des marquages à 

l’iodure de propidium lors du développement de biofilm chez différentes souches de bactéries 

(Okshevsky and Meyer 2014; Sena-Vélez et al. 2016). La présence d’ADN extracellulaire marqué 

par l’IP pourrait ainsi amener à la surestimation du nombre de cellules mortes présentes dans les 

biofilms (Rosenberg et al. 2019). 

De plus, la forte activité nucléasique de la DNase I a déjà été employée afin de disperser des 

biofilms formé par Listeria monocytogenes (Nguyen and Burrows 2014; Nijland et al. 2010). La 

présence d’ADNe pourrait jouer un rôle dans le maintien de la structure du biofilm chez C. 
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beijerinckii, par conséquent, une nucléase, l’emploi de la DNase I a également été testée afin 

d’hydrolyser ce composant de la matrice extracellulaire du biofilm. 

Le cytogramme présenté sur la figure 31-A, montre que l’emploi de la DNase I seule ne permet 

pas de faire apparaitre une sous-population cellulaire du bruit de fond sur le profil FSC-SSC. De 

plus, les pourcentages de cellules viables, altérées et de débris cellulaires ne sont pas 

significativement différents de ceux du témoin obtenu uniquement après détachement par 

agitation au vortex (figure 32). En revanche, le pourcentage d’évènements marqués à l’iodure de 

propidium baisse significativement (de 17,6 ± 3,6 % pour le témoin à 6,8 ± 0,8% pour le traitement 

à la DNase I). Cette baisse de pourcentage d’évènements marqués à l’IP pourrait être causée par 

l’hydrolyse d’une partie de l’ADN extracellulaire du biofilm. Cependant, la DNase I pourrait 

également hydrolyser l’ADN intracellulaire des cellules mortes. Ce phénomène a été mis en 

évidence par Villarreal et al. (2013) avec des bactéries présentes dans les systèmes de distribution 

des eaux. Afin de confirmer ou d’infirmer cette hypothèse, des cellules ont été cultivées en fioles 

pendant 24h en batch et tuées en les plongeants dans un bain-marie chauffé à 80°C pendant 2 

minutes. Une fois refroidie, la suspension cellulaire a été traitée à la DNase I dans les mêmes 

conditions que les traitements effectués sur biofilm formé par C. beijerinckii. Les résultats de cette 

expérience sont présentés sur la figure 33. 

 
figure 33 ; Analyses des cellules marquées à l’iodure de propidium après traitement à la DNase I. Les 

cellules fraiches ont été analysées après 30 h de culture en fiole. Les cellules ont été tuées par chauffage 

au bain marie à 80°C pendant 2 minutes. Après refroidissement de la suspension cellulaire, le traitement 

enzymatique à la DNase a été effectué. Les cellules sont ensuite marquées à l’IP et analysées par CMF. 

Des cellules fraiches marquées à l’iodure de propidium sont utilisées comme témoin (n=3) 
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La figure 33 montre que l’ajout de DNase I n’a pas d’impact significatif sur le nombre 

d’événements marqués à l’iodure de propidium pour une culture cellulaire fraiche de C. 

beijerinckii en suspension à 34°C. Après traitement à la chaleur, aucune différence significative 

n’est observée entre les cellules traitées et non traitées à la DNase I. Dans le cas étudié ici, il est 

alors vraisemblable que la concentration en DNase I employée n’ait pas d’effet sur l’hydrolyse de 

l’ADN intracellulaire des cellules dont la membrane est altérée. Cette dernière pourrait 

néanmoins avoir un rôle essentiel dans l’hydrolyse de l’ADN extracellulaire et par conséquent 

entraîner une baisse du pourcentage d’éléments marqués à l’IP lorsqu’elle est employée. 

Vu que ni la DNase I, ni la protéinase K seule ne sont aussi efficaces que le traitement enzymatique 

à la caylase, un emploi séquentiel de ces deux enzymes a été testé. En effet, Lim et al. (2019a) ont 

montré qu’un emploi séquentiel de DNase I, protéinase K et cellulase avait un effet synergique 

sur la dispersion des biofilm formés par Escherichia coli O157 :H7. 

Dans cette étude, la DNase I a été employée en premier car la protéinase K est une inhibitrice 

connue de la DNase I. Sur le profil FSC-SSC présenté sur la figure 31-C, l’emploi séquentiel de ces 

deux enzymes permet d’obtenir une sous-population cellulaire dans la région R1. De plus, il est 

montré sur la figure 32 que le pourcentage de cellules viables augmente significativement par 

rapport à celui obtenu avec l’emploi de la protéinase K ou de la DNase I seule (38,2 ± 4,0 % pour 

DNase I + Protéinase K, 3,6 ± 0,8 pour la DNase I seule et 22,8 ± 8,6 % pour la protéinase K seule). 

Enfin, ce même pourcentage n’est pas significativement différent du résultat obtenu lors du 

traitement à la caylase (38,2 ±4,0 % pour DNase I combinée à la protéinase K contre 45,8 ± 12,8 

% pour la caylase). 

L’utilisation séquentielle de la DNase I et de la protéinase K est donc aussi efficace que le 

traitement avec le cocktail enzymatique caylase afin de séparer la sous-population cellulaire du 

bruit de fond et ainsi amener à une meilleure analyse de la viabilité des cellules du biofilm. 

3.2.3 Validation du dénombrement cellulaire et non toxicité des enzymes employées. 

Après la sortie du biofilm du bioréacteur, les cellules sont soumises à divers stress liés aux 

prétraitements effectués mais également aux changements de conditions physico chimiques lors 

du passage dans le tampon PBS (pH, concentration en oxygène, température, disponibilité en 

substrat, etc.). Afin de valider le dénombrement des cellules viables (cFDA+/IP-) obtenu par 

cytométrie en flux ainsi que d’étudier les effets de chaque traitement enzymatique sur la viabilité 

cellulaire, des étalements sur boîtes de Pétri ont été effectués. Les analyses ont été réalisées 

après décrochage par agitation au vortex d’un biofilm mature et traitements enzymatiques. Les 

suspensions cellulaires obtenues ont été à la fois analysées par CMF et dénombrées par dilutions 

successives et étalement sur boîte. 
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figure 34 : Résultats du dénombrement des cellules viables du biofilm obtenues après décrochage par 

agitation au vortex et (C) Incubation à 34°C pendant 1h (D) Traitement à la DNase I à 34°C pendant 1h (P) 

Traitement à la protéinase K à 34°C pendant 1h (D+P) Traitement à la DNase I à 34°C pendant 1h suivi 

d’un traitement à la protéinase K à 34°C pendant 1 h. (n=3) 

La figure 34 montre qu’il n’y pas de différences significatives (p > 0,05) entre la concentration en 

cellules viables dénombrées par CMF et la concentration en unité formant colonie obtenues après 

étalement sur boite pour tous les traitements effectués. Cependant, la concentration en cellules 

viables comptées par CMF est en moyenne supérieure à ce qui est obtenu par dilution et 

étalement sur boîte. Ce phénomène peut être dû au fait que toutes les cellules marquées au cFDA 

ne sont peut-être pas cultivables. De plus, la concentration en cellules marquées au cFDA et 

dénombrées par étalement sur boite, n’est pas significativement différentes entre les différents 

traitements (p>0.05). Ce résultat indique que les différents traitements enzymatiques ne 

semblent pas avoir d’effets négatifs sur la viabilité des cellules du biofilm. 

3.3 Optimisation du temps de traitement enzymatique 

Afin d’obtenir la mesure de viabilité la plus proche de celle du bioréacteur étudié, le temps de 

traitement enzymatique doit donc être optimisé. Trois temps de traitement pour la DNase I et la 

protéinase K ont donc été testés afin d’étudier son impact sur la viabilité cellulaire analysée par 

CMF. 
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figure 35 : Pourcentage des cellules viables (cFDA+/PI-), mortes (cFDA-/PI-), altérées (cFDA+/PI+) des 

cellules provenant d’un biofilm de C. beijerinckii après 300h de fermentation continue et analysée par 

CMF après différents temps d’incubation de chaque enzyme (DNase I puis protéinase K). * représente la 

différence statistique (p < 0.05) de l’effet du temps de traitement sur le pourcentage de cellules viables, 

mortes et altérées. 

Lim et al. (2019a) ont effectué un traitement enzymatique avec de la proteinase K (1%v/v) de la 

cellulase (10 mg.mL-1) avec un temps d’incubation de 1 h pour chaque enzyme pour disperser un 

biofilm formé par E. coli après 24 h d’incubation en batch. D’un autre côté, Shukla et Subba Rao 

(2017) ont utilisé un temps de traitement de 24 h avec une concentration de 2 µg.mL-1 en 

proteinase K afin de disperser un biofilm formé par Staphylococcus aureus après une nuit de 

croissance sur des microplaques. Dans le cas étudié au cours de cette thèse, le biofilm a été 

récolté après 300 h de fermentation continue, par conséquent, la concentration en proteinase K 

a été augmentée jusqu’à 100 µg.mL-1 comparée aux conditions étudiées par (Shukla and Subba 

Rao 2017). 

La figure 35 montre qu’un temps de traitement compris entre 30 min et 1 h 30 pour chaque 

enzyme n’a pas d’effet significatif (p > 0.05) sur le pourcentage de cellules viables détectées par 

CMF. De la même manière, la concentration en cellules viables analysées reste constante quel 

que soit le temps de traitement. Vu que ce dernier n’a pas d’influence sur la viabilité cellulaire, le 

temps d’hydrolyse le plus court a donc été choisi afin de minimiser le temps des analyses. 

En résumé, le décrochage du biofilm par agitation au vortex des mousses en polyuréthane a rendu 

possible l’analyse de la suspension cellulaire obtenue par cytométrie en flux sans provoquer de 

bouchage de l’appareil. Afin d’extraire une population cellulaire du bruit de fond sur les profils 
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FSC-SSC des cytogrammes obtenus, des traitements enzymatiques ont été employés. L’activité 

des protéases s’est révélée être déterminante pour hydrolyser la matrice du biofilm, toutefois 

l’emploi de protéinase K seule n’a pas permis d’obtenir des résultats similaires au cocktail caylase. 

Un emploi séquentiel de la DNAse I et de la protéinase K s’est révélé plus efficace que ces deux 

enzymes seules afin d’étudier la viabilité des cellules qui composent le biofilm. La validité du 

dénombrement a été vérifiée en comparant la concentration en cellules viables détectées par 

cytométrie en flux après traitement enzymatique à un dénombrement sur boite de pétri. Enfin, 

le temps de traitement pour chaque enzyme a été optimisé afin d’éviter les phénomènes de 

dégradation de viabilité et de gagner du temps sur la réalisation des expériences. 

4. Conclusion du chapitre 

La viabilité cellulaire est un paramètre essentiel pour comprendre les performances des 

bioprocédés. Elle a été peu étudiée dans le cadre des fermentations IBE à lit fixe. L’analyse de la 

viabilité cellulaire au cœur de la matrice qui compose le biofilm est complexe à effectuer car cette 

dernière peut interférer avec les méthodes d’analyses choisies. Deux méthodologies distinctes 

ont donc été explorées dans ce chapitre afin de mieux comprendre l’évolution de la viabilité dans 

le biofilm.  

Une analyse de la répartition des cellules ainsi que des polysaccharides qui composent les EPS a 

été effectuée par microscopie confocale au cours d’une fermentation IBE à biofilm. Cette analyse 

a permis de décrire la colonisation des cellules au sein de la mousse en polyuréthanne. 

Néanmoins, la microscopie confocale révèle ses limites quand il s’agit d’étudier la viabilité de C. 

beijerinckii au sein de ces solides supports. En effet, l’autofluorescence de la mousse en 

polyuréthane ainsi que la perte de matériel empêchant notamment le lavage après marquage 

nous ont poussé à mettre au point d’autres méthodes d’étude de la viabilité cellulaire.  

La cytométrie en flux qui est utilisé communément pour effectuer un dénombrement cellulaire 

multiparamétrique rapide des cellules en suspension a été employée pour étudier la viabilité des 

cellules qui composent le biofilm. Un traitement innovant a ainsi été développé afin de pouvoir 

utiliser cet outil pour l’étude des biofilms formés par C. beijerinckii. Un décrochage par agitation 

mécanique ainsi qu’un traitement enzymatique ont été développés. Pour baisser le bruit de fond 

causé par l’accumulation des débris cellulaire dans le biofilm, plusieurs stratégies d’hydrolyse 

enzymatique ont en effet été testées. Le cocktail caylase est efficace pour hydrolyser les EPS et 

permet d’analyser la viabilité des cellules du biofilm sans impact sur la viabilité de ces dernières. 

Afin de remplacer le cocktail caylase mais aussi de mieux comprendre les activités essentielles 

pour l’hydrolyse des EPS qui composent le biofilm, d’autres enzymes ont été employées. L’emploi 

de DNase I suivi de protéinase K s’est avéré aussi efficace que la caylase pour l’étude de la viabilité 

des cellules qui composent le biofilm. Toutefois, l’incertitude de mesure des cellules viables qui 

composent le biofilm demeure élevée. Cette dernière pourrait être causée par des 
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hétérogénéités de colonisation sur les solides supports dans le système étudié. Pour mieux 

comprendre l’influence de la viabilité cellulaire du biofilm sur les performances des procédés de 

fermentation, les méthodologies développées ici ont été appliquée pour suivre le développement 

des cellules actives qui composent le biofilm. Les conditions de l’essai étudié sont semblables à 

celles du bioréacteur colonne à lit fixe présenté dans le chapitre 3 de ce document. 
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Chapitre 5 : Étude de la viabilité cellulaire au cours des fermentations 

IBE 

1. Introduction 

La formation des biofilms est un phénomène complexe. La vitesse de formation de ces derniers 

dépend à la fois de la capacité de la souche à croitre et former des EPS, des propriétés physico-

chimiques des solides supports placés dans le bioréacteur ainsi que du taux de cisaillement dans 

le bioréacteur (Saur et al. 2017; Pantaléon et al. 2014). Afin de maximiser la productivité des 

bioréacteurs à lit fixe, un maximum de cellules viables doit être immobilisé dans le bioréacteur le 

plus longtemps possible. 

Malheureusement, dans la majorité des études concernant les fermentations IBE à lit fixe, les 

quantités de biomasse immobilisée et en suspension n’ont pas été mesurées. Or, cette donnée 

permettrait de mieux comprendre quelles conditions opératoires favorisent la croissance du 

biofilm sur les solides supports. De même, le pourcentage de cellules actives qui composent le 

biofilm ainsi que leurs renouvellements au sein des supports sont des paramètres inconnus, car 

difficile à quantifier. Pourtant, ces paramètres sont critiques afin d’assurer l’opérabilité de ce type 

de procédé sur le long terme et ainsi permettre un taux d’utilisation élevé des bioréacteurs 

développés. 

Comme explicité lors du chapitre précédent, la cytométrie en flux permet une analyse 

quantitative et multiparamétrique des suspensions cellulaires. Une fois cette technique adaptée 

à la quantification des cellules viables qui composent le biofilm, elle peut servir à étudier la 

dynamique de croissance du biofilm au cours des étapes de démarrage des procédés à lit fixe.  

L’enjeu de ce chapitre est tout d’abord de comprendre les relations entre viabilité cellulaire et 

production de solvants au cours d’une fermentation en batch. Le deuxième objectif de ce chapitre 

est de mettre en œuvre cet outil pour décrire la dynamique de formation du biofilm. Cette étude 

est réalisée en prélevant de manière stérile et en conditions anoxiques des échantillons de solides 

supports (mousses en polyuréthane). Sur ces prélèvements, la viabilité des cellules qui composent 

le biofilm est mesurée par cytométrie en flux. La viabilité des cellules immobilisées et en 

suspension ainsi que leur effet sur la productivité volumique du procédé de fermentation à 

cellules immobilisées seront donc présentés au cours de ce chapitre. 

Cependant, le prélèvement des solides supports dans les bioréacteurs en phase de lancement 

peut, pour l’analyse de biofilm, entraîner de nombreux biais ou problèmes (contaminations, 

entrée d’oxygène dans les bioréacteurs, etc.). Une nouvelle piste pour estimer le développement 

du biofilm à l’aide d’une analyse en ligne du débit de gaz couplée à une analyse de la viabilité des 

cellules en suspension par cytométrie en flux sera donc également proposée dans ce chapitre.  
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2. Relation entre viabilité et productivité volumique en bioréacteur batch 

2.1 Cinétique de production des métabolites en fermentation batch  

Afin d’étudier au mieux les cinétiques de fermentation, deux séries d’expériences en batch ont 

été menées en triplicats sur le bioréacteur Biostat-Q plus (le système est décrit partie 1.4.5 du 

chapitre 2). Les lancements sont décalés de 13 h dans le temps afin d’avoir une cinétique 

complète de la fermentation. La concentration en glucose initiale est de 45 g.L-1. La concentration 

en glucose résiduel ainsi que la concentration des différents métabolites produits ont été 

mesurées au cours de la fermentation. Des analyses de viabilité cellulaire par cytométrie en flux 

ont également été réalisées pour chaque prélèvement. 

2.1.1 Vitesse de croissance et production des métabolites 

 
figure 36 : Évolution de la concentration en butanol (ronds striés gris), butyrate (croix noires), acétate (losanges 

noirs), isopropanol (carrés gris), ainsi que la densité optique mesurée à 600 nm (étoiles grises) au cours d’une 

fermentation batch à 34°C et à pH non régulé (les points représentent la moyenne et les barres d’erreurs 

représentent les écarts types sur trois expériences). 

L’évolution des concentrations des métabolites produits en fermentation batch est présentée sur 

la figure 36. Au cours de la fermentation, plusieurs phénomènes sont observés. Tout d’abord, la 

concentration en butyrate augmente lors des dix premières heures de la fermentation, passant 

de 0,35 à 1 g.L-1. Ce dernier est ensuite consommé en même temps que l’acétate et le glucose à 

partir de la dixième heure de la fermentation pour atteindre respectivement 0,6 g.L-1 pour le 

butyrate et 0,8 g.L-1 pour l’acétate en fin de fermentation. 
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La production de solvants commence à partir de la 5eme heure fermentation. Les concentrations 

en isopropanol et en butanol augmentent de manière constante entre 13 h et 37 h de 

fermentation jusqu’à atteindre 3,3 et 6,1 g.L-1 respectivement. Une fois ces concentrations 

atteintes, les concentrations en solvants et en acides ne changent plus. La concentration 

maximale pour les solvants (butanol et isopropanol) est atteinte à partir de 48 h de fermentation 

et est de 10,4 g.L-1. Les rendements de fermentation sont présentés dans le tableau 12 et sont 

comparés aux résultats obtenus dans la littérature pour la même souche, naturellement 

productrice d’isopropanol (C. beijerinckii DSM6423). Dans ce travail, les rendements obtenus en 

batch sont similaires à ceux observés par Survase et al. (2011) bien que la quantité totale de 

solvants produits soit plus élevée (10,6 g.L-1 contre 5,9 g.L-1 et 6,7 g.L-1 pour les auteurs cités). 

tableau 12 : Rendements obtenus au cours de la fermentation IBE en batch après 72 h de fermentation, 

les barres d’erreur représentent les écarts types mesurés sur trois expériences. 

Rendements et 

performances du 

procédé 

Cette étude Survase et al. (2011) dos Santos Vieira et 

al. (2019) 

Rendement biomasse 

sur glucose (g.g-1) 

0,16 ± 0,02 0,19 ND 

Rendement butanol sur 

glucose (g.g-1) 

0,23 ± 0,03 0,19 0,27 

Rendement isopropanol 

sur glucose (g.g-1) 

0,11 ± 0,013 0,11 0,09 

Rendement solvants 

totaux sur glucose (g.g.-

1) 

0,34 ± 0,043 0,3 0,36 

Consommation totale 

en glucose (g.L-1) 

31,4 ± 2,1 20 18,3 

Concentration finale en 

solvants (g.L-1) 

10,6 ± 1,2 6,7 5,9 

 

La densité optique mesurée à 600 nm est corrélée à la masse sèche pesée au cours de l’expérience 

(l’étalonnage est disponible dans le matériel et méthode, sur la figure 14). La figure 36 montre 
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que la densité optique augmente de manière exponentielle lors de douze premières heures de la 

fermentation. La croissance des bactéries est ensuite ralentie lors de la synthèse des solvants. 

Malgré une densité optique finale mesurée élevée (10,4 ± 0,7), les concentrations en butanol et 

en isopropanol restent stables après 48 h de fermentation. Deux hypothèses sont proposées pour 

expliquer ce phénomène. Tout d’abord, le butanol a un effet toxique marqué en solvatant la 

membrane plasmique des bactéries ce qui stoppe la fermentation. Un autre phénomène est la 

sporulation effectuée par les Clostridia solvantogènes. En effet, le changement métabolique 

opéré par la souche déclenche à la fois la production de solvants ainsi que l’enclenchement de la 

sporulation (Kolek et al. 2017; Branska et al. 2018). Or, toute activité métabolique cesse lorsque 

les étapes de formation des spores sont complètes. Afin de mieux comprendre la dynamique et 

l’influence de ces deux phénomènes sur la baisse de la productivité au cours de la fermentation 

batch, une étude par cytométrie en flux a donc été effectuée. 

2.2 Analyse de la viabilité  

2.2.1 Analyse des cytogrammes obtenus 

La suspension cellulaire est analysée par cytométrie en flux lors de chaque prélèvement. Les 

particules analysées par cytométrie en flux sont tout d’abord représentées en fonction du 

paramètre FSC, relatif à la taille des éléments détectés, ainsi que du signal SSC, relatif à la 

granulométrie des éléments détectés. Les résultats de l’évolution de ce profil au cours de la 

fermentation en batch sont présentés figure 37. 

 
figure 37 : Évolution du profil FSC-SSC au cours d’une fermentation batch à 34°C et sans régulation de pH 

Le profil FSC-SSC n’est pas constant au cours de la fermentation IBE en batch. Ce phénomène est 

probablement dû au déclenchement de la sporulation qui est un phénomène conjoint à la 

production de solvants chez la plupart des Clostridia solvantogènes (Jones et al 1986; Patakova 
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et al. 2013). Plusieurs types cellulaires apparaissent en plus des bacilles (formes clostridiales, 

préspores, endospores et spores) et la cytométrie permet, en partie, d’observer ce phénomène 

(Branska et al. 2018; Patakova et al. 2014; Tracy et al. 2008; González-Peñas et al. 2015). Le profil 

FSC-SSC se stabilise après 48 h de fermentation et aucune nouvelle population cellulaire n’est 

alors détectée. 

En effet, de nouveaux phénotypes (formes clostridiales) ont été observés par microscopie après 

l’apparition du changement métabolique qui survient environ 10 h après le début de l’inoculation. 

À partir de 24 h de fermentation, des préspores et des endospores ont été observés en 

microscopie. Jusqu’à cinq phénotypes différents peuvent ensuite être observés au sein d’une 

même culture (bacilles, formes clostridiales, préspores, endospores et spores) tandis qu’au 

maximum trois populations sont observables sur les cytogrammes à partir de 30 h de 

fermentation (figure 37). Ces résultats indiquent que le profil FSC-SSC n’est pas suffisant pour 

distinguer tous les phénotypes en mélange dans le milieu de culture. 

Toutefois, la cytométrie en flux pourrait être employée pour identifier les populations cellulaires 

qui produisent des solvants par rapport à celles qui produisent des acides à l’aide de souches 

génétiquement modifiées pour produire des protéines fluorescentes par la méthode dite Y-FAST. 

Streett et al. (2019) ont en effet employé un cytomètre en flux équipé d’un trieur cellulaire ainsi 

qu’un microscope à épifluorescence afin de relier phénotypes et expression des gènes au cours 

du cycle de vie de C. acetobutylicum ATCC824. L’emploi de ces technologies permettrait de mieux 

comprendre les relations entre phénotypes observés et expression du métabolisme dans notre 

étude. La cytométrie apparaît donc comme un outil pertinent à utiliser dans le cadre de la 

fermentation IBE car elle permet une analyse rapide et multi-paramétrique d’une suspension 

cellulaire. En effet, combinée avec l’utilisation de marqueurs cellulaires, elle peut permettre 

d’obtenir des informations sur l’évolution de la viabilité au cours de la fermentation. 

2.2.2 Analyse de la viabilité par cytométrie en flux au cours de 

fermentations batch 

La figure 38 montre l’évolution de la viabilité cellulaire au cours d’une fermentation batch 

effectuée à 34°C et sans régulation de pH. Lors de cette expérience, la proportion de cellules 

viables initiale ne représente que 11,6 ± 2,1 % du total des cellules lors de l’inoculation. Une phase 

de latence est observée pendant les trois premières heures de la fermentation, puis le 

pourcentage de cellules altérées augmente, passant de 26,7 ± 5,3 % après 5 h de fermentation à 

40,6 ± 9,9 % après 8 h de fermentation. Ce phénomène peut être expliqué par le fort taux de 

division cellulaire observé lors de cette phase de la fermentation. En effet, lorsque la vitesse de 

multiplication des cellules est élevée, la membrane plasmique devient plus perméable. L’iodure 

de propidium peut alors plus facilement rentrer dans le cytoplasme et marquer les cellules, même 
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si ces dernières sont viables. Ce phénomène a également été observé par Kolek et al. (2016) lors 

des fermentations batch chez une souche productrice de solvants : Clostridium pasteurianum. 

 
figure 38 : Évolution de la viabilité , d’une suspension cellulaire marquée au cFDA et à l’IP au cours d’une 

fermentation batch à 34°C et à pH non régulé (les barres d’erreurs représentent les écarts types sur trois 

expériences). 

Après 13 h de fermentation, le pourcentage de cellules viables en suspension atteint son 

maximum (58,4 ± 16 %). Ce pic de viabilité est observé peu après le passage de la phase acidogène 

à la phase solvantogène (après 10 h de fermentation). Le switch métabolique des cellules se 

déroule lorsque le pH atteint une valeur seuil comprise entre 5 et 5,2. Cette dernière est obtenue 

après environ 10h de fermentation en batch dans les conditions étudiées. Après que la valeur 

seuil en pH ait été obtenue, le pourcentage de cellules viables ne fait que décroitre et atteint 0,5 

% après 48 h de fermentation. La viabilité cellulaire commence donc à décroitre avant que la 

concentration en solvants atteigne un seuil toxique.  

Ce phénomène a également été mis en lumière chez une autre souche de Clostridium beijerinckii 

non-productrice d’isopropanol (NRLL 598) (Branska et al. 2018). Toutefois, le phénomène qui 

cause cette perte de viabilité n’a pas été élucidé par ces auteurs. Une des hypothèses avancées 

par ces derniers est que le déclenchement de la sporulation et de la synthèse des solvants 

entraînerait la production d’autolysines ce qui pourrait faire baisser la viabilité cellulaire. 

La part d’évènements non marqués varie peu jusqu’à 48 h de fermentation batch (entre 10 et 20 

% des événements totaux analysés). Après 44 h de fermentation, une augmentation de la 
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proportion d’évènements non fluorescents est observée (27 % en moyenne). Cette augmentation 

pourrait être causée par l’apparition des spores, non marqués en fin de la fermentation. Ce 

phénomène coïncide avec l’apparition d’une nouvelle population sur le profil FSC-SSC composée 

d’évènements non marqués présenté sur l’Annexes 5.  

Afin de mieux comprendre comment la viabilité cellulaire peut expliquer les cinétiques de 

production de solvants, la concentration en cellules marquées au cFDA ainsi qu’en cellules 

marquées uniquement à l’IP ont été représentées conjointement à la production de butyrate et 

de butanol au cours de la fermentation en batch sur la figure 39. Sur ce graphique, il est montré 

que la concentration en cellules actives (marquées au cFDA et au cFDA + IP) croit de manière 

exponentielle entre 3 h et 8 h de fermentation, passant de 4,0.106 ± 1,5.105 cellules.mL-1 à 7,4.107 

± 2,6.107 cellules.mL-1. La concentration en cellules actives atteint un pic après 17 h de batch qui 

est de 2,0.108 ± 6,0.107 cellules.mL-1. Puis, cette dernière stagne avant de décliner après 36 h de 

fermentation en batch. Le début du déclin de la concentration en cellules actives correspond à 

l’atteinte de la concentration inhibitrice en butanol (6,5 - 7 g.L-1). 

 
figure 39 : Évolution de la concentration en cellules viables et mortes par mL de culture ainsi que l’évolution de la 

concentration en butanol et butyrate au cours d’une fermentation en batch à 34°C et à pH non régulé (Les points 

représentent les moyennes et les barres d’erreurs représentent les écarts types sur trois expériences) 

Les cellules actives représentent toutes les cellules marquées au cFDA. La figure 39 montre que 

la concentration en cellules actives stagne entre 13 h et 36 h de fermentation (9,7.107 ± 2,4.107 

cellules.mL-1 à 7,5.107 ± 1,0.107 cellules.mL-1 sur cette période) tandis que la proportion de cellules 

actives, montré sur la figure 38, est divisée par près de six (passant de 58,4 ± 16 % à 10,5 ± 0,4 %). 

La quantité de cellules mortes est en effet multipliée par cinq au cours de cette même période, 
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passant de 2,4.107 ± 4,7.106 à 13 h de fermentation à 4,8.108 ± 1,0.108 cellules.mL-1 après 36 h de 

fermentation. L’atteinte d’une concentration seuil en butanol (entre 6 et 7 g.L-1) augmente 

effectivement la vitesse à laquelle les cellules meurent et met rapidement un terme à la 

fermentation. 

L’augmentation de la concentration en butanol est constante entre 8 et 32 h de fermentation 

(0,24 g.L-1.h-1). L’analyse de la concentration en cellules actives dans le bioréacteur permet de 

mettre en lumière que, bien que la biomasse totale augmente, la concentration en cellules actives 

reste elle constante entre 8 et 32 h de fermentation. Elle atteint en moyenne 1,2.108 ± 2,7.107 

cellules.mL-1 sur cette période. 

2.2.3 Productivité spécifique cellulaire 

 

  
figure 40 Productivité spécifique en butanol en fonction de la concentration en butanol dans le milieu lors d’une 

fermentation en batch à 34°C et à pH non régulé. A) par masse de cellules totales dans le bioréacteur B) par 

nombre de cellules actives.mL-1  

La figure 40-A présente l’évolution de la productivité spécifique en butanol calculée en fonction 

de la biomasse totale en fonction de la concentration en butanol dans le milieu de culture. La 

figure 40-B représente, quant à elle, la productivité spécifique en butanol des cellules actives 

(marquées au cFDA) en fonction de la concentration en butanol dans le milieu de culture. Ces 

graphiques montrent que plus la concentration en butanol dans le milieu augmente, plus la 

productivité spécifique en butanol liée à la biomasse totale diminue alors que la productivité 

spécifique en butanol des cellules actives reste stable. La diminution de la productivité spécifique 

en butanol de la biomasse semble être liée à l’augmentation de la concentration en butanol dès 

1 g.L-1 alors que la figure 39 montrée précédemment montre une baisse de viabilité seulement à 

partir de 6 g.L-1. 
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Branska et al. (2018) ont proposé qu’au cours de la fermentation batch, la perte de viabilité lors 

de la phase de production de solvants est corrélée au switch métabolique plutôt qu’à la 

concentration en butanol lorsque cette dernière est comprise entre 0 et 5 g.L-1. Ces derniers ont 

effectué un suivi de la viabilité de C. beijerinckii NRLL-B598 en utilisant les mêmes fluorochromes 

que pour cette étude. Le milieu de culture utilisé contenait 5 g.L-1 de butanol avant inoculation. 

Pendant la croissance de la souche en batch, sa viabilité n’a commencé à décroitre que lorsque le 

switch métabolique a été atteint, à partir de 10 h de fermentation. D’après ces auteurs, ce 

composé a bien un effet toxique sur les bactéries mais uniquement lorsque sa concentration 

dépasse les 6 g.L-1. 

Dans les expériences décrites dans ce chapitre, la concentration en cellules actives reste 

constante tout au long de la phase de production de solvants. Par conséquent, la productivité 

spécifique cellulaire en butanol observée varie peu en fonction de la concentration en butanol. 

Au contraire, la productivité spécifique en butanol liée à la biomasse totale baisse en fonction de 

la concentration en butanol. Cette baisse est causée par l’accumulation de cellules mortes au 

cours de la fermentation. Or, la cause de la perte de viabilité et de l’accumulation de cellules 

mortes ne semble qu’en partie liée au butanol au cours des fermentations en batch. Ces résultats 

indiquent donc que la concentration en butanol n’est pas la cause ou du moins la seule cause de 

la baisse de productivité spécifique totale observée entre 1 et 6 g.L-1 de butanol. Au cours de la 

fermentation IBE effectuée avec la souche sauvage DSM 6423. il est mis en évidence que des 

concentrations en butanol supérieures à 6 g.L-1 entraînent une baisse de la viabilité cellulaire. Par 

conséquent, le taux de dilution des fermentations continues devrait être ajusté afin que la 

concentration en butanol ne dépasse pas cette valeur. 

  
figure 41 Productivité en butanol en fonction de A) la concentration en biomasse sèche B) en cellules actives 

(cFDA+/IP-) mesurées par cytométrie en flux au cours d’une fermentation batch 
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Le graphique présenté en figure 41-A montre que la productivité en butanol n’est pas toujours 

corrélée à la concentration en biomasse totale. Or, la concentration en cellules actives détectées 

par cytométrie en flux est, quant à elle, corrélée à la productivité en butanol au cours de la 

fermentation batch figure 41-B. De la même façon, il est probable que pour le cas de la 

fermentation à cellules immobilisées, la biomasse adhérée sur les supports pourrait être en 

grande majorité inactive car composée de cellules mortes et d’EPS. Ainsi, l’analyse du biofilm en 

masse sèche ne permettrait pas de comprendre efficacement les performances des procédés de 

fermentation en lit fixe. 

Dans le cas de la fermentation continue à biofilm, le suivi de la concentration en cellules actives 

immobilisées pourrait ainsi permettre de mieux comprendre les différents phénomènes qui se 

déroulent au sein des bioréacteurs afin d’en améliorer la conduite et font ainsi l’objet des 

chapitres suivants. 

3 Cas de la croissance en bioréacteur à lit fixe 

3.1 Cinétique de croissance du biofilm dans les bioréacteurs à lit fixe 

Le bioréacteur CDC a été utilisé pour ces expériences. Ce dernier permet le prélèvement au cours 

du temps de supports du bioréacteur en conditions stériles et anoxiques. Une fois le bioréacteur 

inoculé à 10 % v/v, une période d’incubation en batch de 8 h à 34 °C est respectée afin d’assurer 

la croissance initiale des cellules. Puis, le taux de dilution est réglé à 0,03 h-1, ce dernier est ensuite 

augmenté de manière continue avec une pente fixée à 2,0.10-4 h-2. L’objectif de cette constante 

augmentation du taux de dilution est de maintenir la concentration en butanol en dessous de la 

concentration toxique estimée à 6,5 g.L-1 puisque le biofilm se développe sur les supports au fur 

et à mesure de la fermentation. 

Les barreaux plongeants dans le milieu de fermentation et sur lesquels sont fixés trois solides 

supports sont retirés sous la chambre anaérobie de manière régulière afin de suivre la croissance 

du biofilm. Au total, 24 supports poreux sont placés dans le réacteur, ce qui représente un volume 

total de 12 mL de support disponible pour la colonisation du biofilm. Afin d’augmenter la surface 

totale disponible dans le bioréacteur, 80 mL de mousse supplémentaire sont ajoutés. Les supports 

fixés aux barreaux représentent 13 % du volume total, les volumes de mousses prélevés ont ainsi 

un impact limité sur les performances du procédé étudié. 

Le prétraitement enzymatique développé pour l’analyse de la viabilité du biofilm par cytométrie 

en flux a été effectué avant chaque analyse. À chaque prélèvement, la viabilité des cellules en 

suspension a également été étudiée dans le but de comparer les deux populations. L’essai a duré 

550 h afin d’obtenir un biofilm mature, observable à l’œil nu sur les mousses en polyuréthane. 
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figure 42 :Évolution de la concentration en solvants et en acides ainsi que du taux de dilution appliqué au système 

au cours d’une fermentation IBE à cellules immobilisées 

Les résultats de l’évolution des concentrations en métabolites produits sont présentés sur la 

figure 42. Après la phase de croissance initiale, la concentration totale en solvants est stable entre 

120 h et 336 h de fermentation continue (9,5 g.L-1 en moyenne). Toutefois, une augmentation de 

la concentration en butanol ainsi qu’en isopropanol sont observées après 312 h de fermentation. 

L’évolution de la productivité en solvants totaux au cours de l’essai est présentée sur la figure 43. 

Cette dernière augmente au fur et à mesure de l’expérience et suit la même dynamique que 

l’augmentation du taux de dilution. La productivité totale maximale est atteinte à la 481eme heure 

de fermentation et est de 1,7 g.L-1.h-1. 
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figure 43 : Évolution de la concentration en glucose résiduel, de la concentration en biomasse sèche en suspension 

ainsi que de la productivité volumique au cours d’une fermentation IBE à lit fixe effectuée à 34°C et à pH non 

régulé. 

Toutefois, bien que la concentration en solvants soit stable lors de la fermentation et que la 

productivité volumique augmente, la concentration en biomasse en suspension est divisée par 

deux au fur et à mesure que le taux de dilution augmente. Cette dernière passe de 4,5 g.L-1 à 120 

h de fermentation à 2,3 g.L-1 à 528 h de fermentation. Le mode de conduite du bioréacteur à 

biofilm permet donc l’augmentation de la productivité volumique, tout en faisant baisser la 

concentration en biomasse en suspension dans le réacteur au cours de l’essai étudié. 

L’augmentation de la productivité volumique est en effet due à la croissance du biofilm au sein 

des mousses en polyuréthane. 

Toutefois, afin de mieux comprendre son influence sur la productivité du procédé, la dynamique 

de croissance de ce dernier a été étudiée et les résultats sont représentés sur la figure 44. La 

concentration en cellules actives immobilisées est rapportée au volume utile de bioréacteur. 

Ainsi, il est possible de comparer la concentration en cellules actives en suspension et 

immobilisées par rapport au volume utile du bioréacteur utilisé. 
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figure 44 : Nombre de cellules actives en suspension et immobilisées par volume de bioréacteur au cours d’une 

fermentation à cellules immobilisées. 

La croissance du biofilm suit une dynamique en trois phases distinctes. En effet, lors des 150 

premières heures de fermentation, le taux de dilution est compris entre 0,03 h-1 et 0,05 h-1 et la 

concentration en cellules actives immobilisées sur les mousses en polyuréthane stagne (elle 

représente entre 5,6.107 et 8,5.107 cellules actives.mL-1). Lors de cette première phase, la 

concentration en cellules actives en suspension est plus importante que celle en cellules 

immobilisées et est comprise entre 1,2.108 et 5,0.108 cellules actives.mL-1. 

La deuxième phase du procédé se déroule entre 167 h et 316 h de fermentation. Le taux de 

dilution est augmenté linéairement de 0,05 h-1 à 0,1 h-1 pendant cette période et dépasse le taux 

de croissance maximale des cellules en phase solvantogène en suspension dans le bioréacteur. La 

concentration en cellules actives en suspension est alors divisée par près de 6 et passe de 5,0.108 

cellules.mL-1 à 9,0.107 cellules.mL-1. Au cours de cette période, la concentration en cellules actives 

immobilisées augmente de manière significative. Elle est multipliée par environ 7 et passe de 

5,6.107 à 3,8.108 cellules actives immobilisées par mL de bioréacteur. Le taux de croissance des 

cellules actives du biofilm est de 0,01 h-1 au cours de cette période. 

Enfin, une phase de stagnation de la croissance des cellules actives immobilisées est observée 

après 336 h de fermentation. La concentration en cellules actives qui composent le biofilm oscille 

entre 3,8.108 et 4,4.108 cellules.mLbioréacteur
-1 tandis que la concentration en cellules actives en 

suspension varie entre 9,6.107 et 1,5.108 cellules.mLbioréacteur
-1. La forte concentration en butanol 

atteinte (jusqu’à 8 g.L-1) pourrait expliquer pourquoi la croissance du biofilm est subitement 
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freinée après 350 h de fermentation. La concentration en cellules actives totales (immobilisées et 

en suspension) est stable tout au long de la fermentation et atteint en moyenne 4,6.108 ± 1,4.108 

cellules.mL-1. Toutefois ces cellules actives totales sont présentes à 90 % dans la phase liquide à 

157 h de fermentation, puis elles sont majoritairement composées de cellules immobilisées (80 

%), à partir de 348 h de fermentation. 

 
figure 45 Productivité en butanol en fonction de la concentration en cellules actives immobilisées détectées par 

cytométrie en flux. 

La figure 45 montre l’évolution de la productivité volumique en butanol en fonction de la 

concentration en cellules actives immobilisées dans le bioréacteur. Sur cette figure, il est montré 

que la productivité volumique en butanol du bioréacteur à lit fixe est linéairement corrélée à la 

concentration en cellules actives immobilisées dans le bioréacteur. Cependant la productivité 

volumique en butanol n’est pas corrélée à la concentration des cellules actives en suspension lors 

des étapes de démarrage (données non présentées) . L’accumulation de biomasse active 

immobilisée a un impact important sur la productivité volumique du procédé. En effet, 

contrairement à la biomasse en suspension, cette dernière possède un temps de séjour décorrélé 

du temps de séjour hydraulique. 

Toutefois, il est montré sur la figure 44 que, lorsque le taux de dilution appliqué au système est 

compris entre 0,05 h-1 et 0,07 h-1 (entre 195 et 289 h de fermentation), la concentration en cellules 

actives en suspension est maximale. Or le taux de croissance maximale des cellules en suspension 

productrices de solvants est de 0,05 h-1 (Ahmed et al. 1988). Ainsi, malgré une forte concentration 

en cellules actives en suspension dénombrées par cytométrie en flux entre 170 h et 215 h de 

fermentation, la productivité volumique en solvants totaux reste faible (0,5-0,6 g.L-1.h-1). Cette 

forte concentration en cellules actives en suspension pourrait alors correspondre à un mélange 
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entre cellules en phases solvantogène et acidogène. En effet, l’augmentation du taux de 

croissance liée à la hausse du taux dilution pourrait entraîner une bascule métabolique des 

cellules en suspension. Ainsi, rapidement après le début de l’expérience, la majorité des cellules 

actives productrices de solvants seraient présentes dans le biofilm plutôt qu’en suspension dans 

le milieu liquide. 

Si cette hypothèse était amenée à être vérifiée, le coefficient directeur de la droite de régression 

présentée figure 45 permettrait d’estimer la productivité spécifique en butanol des cellules du 

biofilm à l’aide de l’équation présentée ci-dessous. Cette dernière serait alors de 2.10-9 gbutanol 

(cellules.mL-1)-1.L-1.h-1. 

𝑟𝐵⏟
𝑣𝑖𝑡𝑒𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒 𝑏𝑢𝑡𝑎𝑛𝑜𝑙

(𝑔𝑏𝑢𝑡𝑎𝑛𝑜𝑙𝑔𝑎𝑧 .𝐿
−1.ℎ−1)

= 𝑞𝐺⏟
𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑡é 𝑠𝑝é𝑐𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒

(𝑔𝑏𝑢𝑡𝑎𝑛𝑜𝑙.(𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠.𝑚𝐿
−1)−1𝐿−1.ℎ−1)

. 𝑋𝑣⏟
𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑎𝑐𝑡𝑖𝑣𝑒𝑠
(𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠.𝑚𝐿−1)

 

De manière surprenante, la valeur de cette productivité spécifique cellulaire en butanol est la 

même que celle estimée pour les cellules en suspension dans le cas des fermentations en batch 

présenté sur la figure 41-B. Ces données permettraient donc de calculer à posteriori le 

développement du biofilm dans les bioprocédés à cellules immobilisées à partir des productivités 

volumiques en butanol obtenues. 

L’étude de la concentration en cellules actives immobilisées dans les mousses en polyuréthane a 

permis de mettre en lumière la dynamique de colonisation des solides supports par Clostridium 

beijerinckii et de montrer que la concentration en cellules actives immobilisées détectées par 

cytométrie en flux est corrélée à la productivité volumique obtenue dans le bioréacteur à cellules 

immobilisées. 

Le maintien d’une biomasse active au cours du temps est essentiel pour l’opérabilité des 

fermentations à lit fixe sur des longues périodes. En effet, des cellules lysées, ne participant plus 

à la production, peuvent s’accumuler dans les solides supports. L’accumulation d’une trop grande 

quantité de biomasse inactive peut également provoquer des bouchages. Afin de mieux 

comprendre ces phénomènes, l’évolution de la part de cellules viables, altérées et mortes au 

cours de la fermentation a été étudiée 
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3.2 Analyse de la viabilité du biofilm 

 
figure 46 : Évolution du pourcentage de cellules viables, altérées mortes et non marquées immobilisées sur les 

mousses en polyuréthane (Les points représentent les moyennes et les barres d’erreurs représentent les écarts 

types sur trois expériences) 

La figure 46 montre l’évolution du pourcentage de cellules viables, altérées, mortes et non 

marquées qui composent le biofilm au cours de l’essai. La part de cellules viables qui composent 

le biofilm baisse entre 57 h et 167 h de fermentation pour passer de 11,9 ± 2,2 % à 0,8 ± 0,4 %. Le 

pourcentage remonte pour atteindre un pic de 41,7 ± 2,5 % à 348 h de fermentation puis baisse 

de nouveau pour atteindre 3,3 ± 0,8 % à la fin de l’expérience. Ces données nous indiquent que, 

bien que la concentration en cellules actives immobilisées soit en augmentation au cours de la 

fermentation, les cellules mortes s’accumulent dans les solides supports utilisés après 300 h de 

fermentation dans les conditions étudiées. Cette accumulation semble d’autant plus rapide que 

les concentrations en butanol sont élevées et s’approchent du seuil de toxicité entre 350 h et 390 

h de fermentation. 

L’analyse de la viabilité des cellules en suspension, présentée figure 47, montre que ces dernières 

suivent une dynamique bien distincte des cellules immobilisées. En début d’essai, lors des 215 

premières heures de la fermentation continue, le pourcentage de cellules viables analysées par 

cytométrie en flux est compris entre 20,5 et 40 %. Or, une fois que le taux de dilution dépasse 

0,07 h-1 à partir de 220 h, le pourcentage de cellules viables en suspension baisse drastiquement 
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pour atteindre 10 % après 350 h d’essai. Toutefois, le pourcentage de cellules viables en 

suspension remonte progressivement entre 348 h et 528 h de fermentation. Ce dernier passe en 

effet de 6,6 % à 33,9 % au cours de cette période. 

 
figure 47 : Évolution du pourcentage de cellules viables, altérées mortes et non marquées en suspension 

Dans les conditions étudiées, la part de cellules actives qui composent le biofilm semble 

influencée par la concentration en butanol dans le bioréacteur étudié. Malgré l’accumulation 

importante de cellules mortes, aucune baisse de performance n’a été observée au cours de 

l’essai.  

Lorsque le taux de dilution appliqué au système dépasse 0,07 h-1, les cellules en suspension 

commencent à être lessivées (figure 43).La part importante de cellules mortes en suspension 

lorsque les taux de dilution appliqués au système sont élevés (> 0,1 h-1) indique que les cellules 

en suspension observées pourraient provenir de cellules décrochées du biofilm. En effet, comme 

le temps de séjour est court, les cellules mortes auraient un temps de séjour trop court pour 

s’accumuler dans le bioréacteur. Par conséquent, une part importante des cellules analysées en 

suspension après 300 h de fermentation proviendrait du biofilm. 

Toutefois, une concentration importante en cellules actives en suspension (entre 7,0.107 et 1,5 

108 cellules.mL-1) est ensuite observée à partir de 456 h de fermentation bien que le taux de 

dilution soit élevé (> 0,1 h-1). Ces dernières devraient alors en majorité provenir du décrochement 

des cellules du biofilm. Cependant, au cours de cette même période, le pourcentage de cellules 
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viables en suspension augmente (de 10 % à 33,9 %) tandis que le pourcentage des cellules viables 

immobilisées baisse (de 41,7 % à 3,3 %). Ces résultats pourraient indiquer que plus de cellules 

viables que de cellules mortes sont décrochées lorsque le biofilm étudié est plus mature. 

Néanmoins, bien que le pourcentage de cellules viables soit plus important chez les cellules en 

suspension que dans le biofilm, la concentration de cellules actives immobilisées reste entre trois 

et cinq fois plus importante que la concentration en cellules actives en suspension après 350 h de 

fermentation. 

Gallazzi et al. (2015) ont étudié la viabilité des cellules de C. pasteurianum DSM525 par cytométrie 

en flux en suspension au cours d’une fermentation à lit fixe en utilisant les mêmes sondes 

fluorescentes que celles employées dans cette étude (cFDA et IP). Ces derniers ont observé des 

phénomènes différents que ceux présentés dans cette étude. En effet, ils ont obtenu deux états 

stationnaires au cours de leur essai pour des taux de dilution de 0,13 h-1 et 0,44 h-1. Les auteurs 

ont uniquement analysé la viabilité des cellules en suspension dans le bioréacteur. La viabilité 

cellulaire baisse lorsque que le taux de dilution est augmenté de 0,13 h-1 à 0,44 h-1 tandis que la 

concentration en cellules totales augmente. Les auteurs proposent également que la viabilité des 

cellules en suspension décrochées du biofilm donne des indications sur l’état du système tout 

entier. 

Toutefois, l’expérience réalisée au cours de cette thèse semble montrer que la viabilité cellulaire 

des cellules en suspension peut varier en fonction de nombreux facteurs dépendant de l’âge et 

de la viabilité des cellules qui composent le biofilm, ainsi que de leur emplacement au sein des 

solides supports. Ainsi, la viabilité des cellules qui composent le biofilm diffère de celles des 

cellules en suspension. Ces interprétations sont toutefois à nuancer, car la dynamique de 

formation des biofilms varie vraisemblablement en fonction des souches utilisées, des systèmes 

développés, de la conduite du procédé (taux de dilution et concentration en butanol) et des 

supports utilisés pour la croissance du biofilm. Au cours de l’étude présentée dans ce chapitre, 

l’analyse des cellules du biofilm par cytométrie en flux tout au long de la fermentation 

immobilisée a permis de décrire plusieurs phénomènes. 

- Les cellules actives en suspension représentent la majorité des cellules actives dans le 

bioréacteur à lit fixe lors des 300 premières heures de fermentation. 

- La productivité volumique en butanol est corrélée linéairement à concentration en cellules 

immobilisées. 

- La proportion de cellules viables qui composent le biofilm décroit au cours de la fermentation 

à lit fixe après 350 h de fermentation. 

- La biomasse inactive s’accumule sur le support au cours du temps. 

- Les cellules viables en suspension après 350 h de fermentation proviendraient en majorité du 

biofilm. Leur proportion tend à augmenter avec le temps. Ce phénomène indiquerait un 
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décrochage plus important des cellules viables que des cellules mortes du biofilm. Ce 

phénomène pourrait être expliqué par la disposition des cellules actives sur les couches 

externes du biofilm, à l’endroit où l’accès au substrat est le plus aisé. 

Comme développé tout au long de ce chapitre, lors des démarrages des fermentations 

immobilisées, la dynamique de colonisation des solides supports par les cellules viables joue un 

rôle prépondérant sur les performances du procédé. Toutefois, l’analyse et le prélèvement des 

solides supports sur lesquels le biofilm se développe sont complexes à mettre en œuvre à des 

échelles laboratoires et pilotes. Un moyen de monitorer la croissance du biofilm en continu a 

donc été proposé lors de la partie suivante. 

4 Stratégie de contrôle de croissance du biofilm en ligne 

4.1 Production de gaz et viabilité cellulaire au cours des fermentation en batch. 

 
figure 48 : Représentation du débit gazeux par volume utile de bioréacteur (L) ainsi que de la concentration en 

cellules marquées au cFDA au cours d’une fermentation type batch, à pH non régulé et à température régulée à 

34°C. 

Au cours des essais en fermentations discontinues décrits au cours de la partie 2.1.1, le débit de 

gaz produit par les bactéries est mesuré à l’aide d’un compteur volumétrique Ritter. La figure 48 

montre qu’une relation linéaire entre débit de gaz et concentration en cellules actives mesurée 

par cytométrie en flux a été trouvée. Cette dernière permet d’estimer la productivité spécifique 

cellulaire en gaz de fermentation. La cytométrie en flux, contrairement à la mesure de la 

concentration en masse sèche, permet de mesurer les cellules actives parmi la biomasse totale, 

ce qui permet de calculer avec plus de précision les productivités spécifiques du procédé. 
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La productivité spécifique mesurée de manière expérimentale peut notamment être utilisée dans 

des modèles dynamiques afin d’estimer la quantité totale de gaz de fermentation produits au 

cours du temps. Ce paramètre peut également être utilisé afin de calculer la quantité totale de 

cellules actives à partir des débits de gaz observés selon la relation suivante : 

𝑟𝐺⏟
𝑣𝑖𝑡𝑒𝑠𝑠𝑒 𝑑𝑒 𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑒 𝑔𝑎𝑧

(𝐿𝑔𝑎𝑧 .ℎ−1)

= 𝑞𝐺⏟
𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑡é 𝑠𝑝é𝑐𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒

(𝐿𝑔𝑎𝑧.(𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠.𝑚𝐿−1)−1.ℎ−1)

. 𝑋𝑣⏟
𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑎𝑐𝑡𝑖𝑣𝑒𝑠
(𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠.𝑚𝐿−1)

 

Ainsi il est possible d’estimer Xv si qG est connu et constant dans le temps. La valeur du paramètre 

qG identifiée expérimentalement sur la figure 48 est donc conservée et peut être utilisée afin 

d’estimer la concentration en cellules actives au cours d’une fermentation continue à cellules 

libres. 

4.2 Validation de l’estimation via une analyse d’une fermentation continue à cellules 

libres 

Afin de savoir si cette relation peut être appliquée à un autre jeu de données ,une fermentation 

continue à cellules libres a été effectuée. Le pH est fixé par une consigne au cours de ce test afin 

de ne pas descendre en dessous de 5 et la température du test a été fixée à 34°C. Le débit de gaz 

est mesuré en ligne à l’aide d’un compteur volumétrique Ritter. Des prélèvements ont été 

effectués tous les jours afin d’analyser le glucose résiduel, ainsi que les métabolites de 

fermentation (acides et solvants). Au cours de ces prélèvements, la viabilité des cellules en 

suspension a également été étudiée par cytométrie en flux. 

 
figure 49 : évolution du nombre de cellules actives par mL de bioréacteur mesuré par cytométrie en flux (points 

noirs) et estimé grâce à la mesure en continu de la moyenne lissée du débit de gaz (trait pointillés noirs) au cours 

d’une fermentation continue à cellules libres à 34°C, avec consigne de pH minimal fixé à 5.  
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La concentration en cellules actives expérimentale ainsi que celle estimée par la relation linéaire 

décrite sur la figure 48 sont présentées sur la figure 49. Sur la figure 49 représentant la 

concentration en cellules actives estimée par rapport aux données expérimentales, le coefficient 

de détermination obtenu est élevé (R² = 0,87) et le coefficient directeur de la droite de régression 

est de 1,3. Ces données indiquent que la concentration en cellules actives est sous-estimée. 

Toutefois, l’évolution de la concentration est correctement prédite par cette relation linéaire, 

malgré les changements des taux de dilution ainsi que les états non-stationnaires observés au 

cours de la fermentation continue. 

 
figure 50 : Comparaison entre cellules actives en suspension mesurée expérimentalement au cours d’une 

fermentation continue à cellules libres à pH fixé à 5 et température régulée à 34 °C et concentration en cellules 

actives estimée à partir du débit de gaz. 

Le débit de gaz est donc une mesure en ligne bien adaptée pour estimer la concentration en 

cellules actives totales dans le bioréacteur. Afin de vérifier si ces mesures peuvent s’appliquer au 

suivi de la croissance du biofilm au cours du temps, une mesure du débit de gaz au cours de la 

croissance du biofilm doit être effectuée. Les cellules totales estimées devraient alors 

correspondre à la somme entre cellules actives en suspension et cellules actives immobilisées. 

Ainsi, une analyse de viabilité par cytométrie en flux des cellules en suspensions permettrait 

d’estimer grâce au débit de gaz, la quantité de cellules actives qui composent le biofilm et ainsi 

mieux opérer ces procédés de fermentation. 

Cette méthode pourrait permettre de mesurer et de suivre le développement des biofilms au sein 

des bioréacteurs à cellules immobilisées sans effectuer de prélèvement de solides supports dans 

le bioréacteur. Ceci permettrait de s’affranchir des biais liés à ces prélèvements (risque de 

contamination, entrée d’oxygène dans le réacteur, etc.). L’emploi de cette méthode nécessite 
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toutefois, que la productivité spécifique cellulaire en gaz des cellules en suspension soit égale à 

celle des cellules qui composent le biofilm. La productivité spécifique cellulaire en butanol semble 

être constante entre cellules en suspension et cellules immobilisées, ce qui pourrait indiquer que 

le même phénomène pourrait être observé pour la productivité spécifique en gaz.  

5 Conclusion du chapitre 

L’étude de la cinétique de production des métabolites en batch a permis de mettre en avant 

plusieurs phénomènes. La viabilité cellulaire au cours du temps a été mesurée pour deux essais, 

décalés dans le temps, et réalisés en triplicats. La concentration en cellules actives stagne entre 

13 et 40 h de fermentation alors que le pourcentage de cellules viables diminue à partir de la 

13eme heure de fermentation jusqu’à la fin de la fermentation (9,7.107 ± 2,4.107 cellules.mL-1 à 

7,5.107 ± 1,0.107 cellules.mL-1 sur cette période). La mortalité cellulaire observée pourrait 

augmenter au moment du passage de la phase acidogène à la phase solvantogène (Branska et al. 

2018). Elle est accélérée une fois que la concentration seuil en butanol (environ 7 g.L-1) est 

atteinte. La concentration en cellules actives est mieux corrélée à la productivité en butanol au 

cours de la fermentation IBE en batch que la masse sèche cellulaire. Les résultats montrent que 

la productivité spécifique cellulaire est stable pour les cellules actives. Cette étude confirme ce 

qui a déjà été observé par Branska et al. (2018), à savoir que le switch métabolique semblerait 

avoir un impact sur la viabilité cellulaire en plus de celui de la toxicité des acides carboxyliques et 

du butanol. 

Or, au cours des fermentations à cellules immobilisées de nombreuses cellules mortes et donc 

non productrices de solvants s’accumulent sur le solide support. La biomasse totale mesurée peut 

donc être, dans une certaine mesure, décorrélée de la productivité du bioréacteur. Afin de 

mesurer l’impact de la formation du biofilm sur la productivité du bioréacteur étudié, la 

concentration en cellules actives qui composent le biofilm a été étudiée. 

Au cours de cet essai, les cellules actives en suspension représentent la majorité des cellules 

actives dans le bioréacteur à lit fixe lors des 300 premières heures de fermentation. La 

productivité volumique en butanol est corrélée linéairement à la concentration en cellules 

immobilisées au cours du procédé étudié. La proportion de cellules viables qui composent le 

biofilm décroit au cours de la fermentation à lit fixe après 350 h de fermentation. Ce phénomène 

est causé par l’accumulation de cellules mortes et de débris cellulaires. Les cellules en suspension 

observées après 350 h de fermentation, à des taux de dilution supérieurs à 0,1 h-1, sont issues du 

décrochage des cellules du biofilm. Or, ces dernières ont un pourcentage de viabilité plus élevé 

que les cellules du biofilm. Ce phénomène pourrait être causé par le lessivage rapide des cellules 

mortes dans le bioréacteur, ainsi qu’à un décrochage préférentiel des cellules actives situées sur 

les couches externes du biofilm. 
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Afin de simplifier les suivis de développement du biofilm et d’estimer la part de cellules 

productives immobilisées une méthode d’estimation de cellules viables par le suivi du débit de 

gaz en ligne a été développée. Cette méthode a été validée en estimant de manière continue avec 

succès la concentration en cellules actives en suspension dans un bioréacteur continu à cellules 

libres. Cette méthode doit être validée lors d’un essai en bioréacteur à cellules immobilisées. 

Cette dernière permettrait d’estimer la concentration en cellules actives immobilisées à partir de 

la mesure du débit de gaz et d’une analyse de viabilité des cellules en suspension par cytométrie 

en flux.

Discussion et conclusion générale 
L’étude bibliographique a permis de mettre en évidence que les bioréacteurs à biofilm sont 

employés à l’échelle laboratoire afin d’augmenter les productivités du procédé de production de 

butanol et d’isopropanol par voie fermentaire. Cependant, la plupart de ces études se focalisent 

sur la phase stationnaire et ne s’intéresse donc pas à la phase de montée en débit qui peut 

prendre entre plusieurs jours et plusieurs semaines selon la configuration du réacteur étudié. Afin 

d’optimiser la production de butanol et d’isopropanol, la montée en débit des procédés de 

fermentation à lit fixe a été plus particulièrement étudiée au cours de cette thèse. 

En effet, la formation d’un biofilm est un phénomène dynamique et multicritères. Par 

conséquent, un modèle cinétique a été développé afin de décrire l’évolution du système étudié. 

Ce type de modèle simplifie les cinétiques du métabolisme afin de décrire seulement les réactions 

principales observées dans le bioréacteur. Deux populations cellulaires ont ainsi été décrites : les 

cellules immobilisées ainsi que les cellules en suspension. Premièrement, les paramètres 

cinétiques propres à la production des métabolites ont été identifiés à l’aide d’expériences 

réalisées en batch. Les paramètres relatifs à l’attachement des cellules en suspension au support 

ainsi qu’au détachement du biofilm vers le milieu liquide ont ensuite été estimés grâce à l’emploi 

d’un bioréacteur à biofilm. Le modèle a ainsi permis de décrire les cinétiques de production et 

d’estimer la masse de biofilm finale immobilisée lors d’une fermentation en bioréacteur colonne 

avec une erreur d’environ 20 % comparée aux données expérimentales. Bien qu’imparfait, ce 

modèle est une première piste pour décrire les dynamiques de croissance des biofilms dans les 

bioréacteurs à lit fixe et appliqué à la fermentation IBE. 

Afin d’aller plus loin, Raganati et al. (2016) ainsi que Qureshi et al. (1988) ont proposé des modèles 

qui décrivent la part des cellules productrices de solvants et d’acides ainsi que la part de cellules 

inactives du biofilm à l’état stationnaire dans des bioréacteurs à lit fixe. Bien que ces modèles 

soient utiles pour comprendre les phénomènes qui se déroulent une fois un état stationnaire 

obtenu, ces derniers ne décrivent pas la dynamique de formation de ces biofilms au cours de tels 

procédés. De plus, la biomasse pourrait devenir inactive au cours du temps. En effet, la biomasse 
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inactive représenterait une part non-négligeable de la masse du biofilm (Qureshi et al. 1988; 

Halan et al. 2012). Afin d’étudier plus en détail ce phénomène d’inactivation et éventuellement 

améliorer la structure des modèles, la part de cellules viables et actives qui composent le biofilm 

doit être caractérisée. 

Deux pistes ont alors été proposées pour analyser la viabilité du biofilm. D’une part, la 

microscopie confocale, qui permet de réaliser des analyses en trois dimensions de la biomasse 

répartie sur les solides supports, a été employée afin de caractériser la viabilité cellulaire des 

biofilms formés par des clostridia solvantogènes en batch (Zhang et al. 2021; Zhuang et al. 2017). 

D’autre part, la cytométrie en flux permet une analyse multi-paramétrique de chaque cellule 

composant une suspension. Cette technique a été utilisée pour caractériser les cellules en 

suspension de plusieurs souches de Clostridia solvantogènes (Linhová et al. 2010; González-Peñas 

et al. 2015; Patakova et al. 2014). Toutefois, une méthode de décrochage et déstructuration du 

biofilm doit être développée afin de pouvoir analyser avec cet outil les cellules qui le composent. 

Bien que les premiers essais réalisés afin de distinguer les EPS des cellules composant le biofilm 

aient été encourageants, la microscopie confocale présente plusieurs inconvénients pour être 

utilisée pour des analyses quantitatives. En effet, le support utilisé est auto-fluorescent dans les 

conditions d’étude ce qui entrave les analyses quantitatives obtenues. De plus, de larges pertes 

de matières ont été observées au cours de la préparation de l’échantillon, ce qui rend l’analyse 

du biofilm complexe à réaliser. Par conséquent, le développement d’une méthode d’analyse de 

la viabilité par cytométrie en flux a été préférée. Cette dernière vise à décrocher le biofilm par 

agitation au vortex, puis à déstructurer les agrégats obtenus par un traitement enzymatique afin 

d’extraire les cellules composant le biofilm. La technique présentée dans cette thèse a permis de 

mettre en évidence que lorsque la DNase I et la protéinase K sont employés séquentiellement, 

les cellules et le bruit de fond généré par les EPS et débris cellulaires peuvent être séparés par 

cytométrie en flux. En effet, ces deux enzymes ont déjà été utilisées seules ou séquentiellement 

afin de disperser les biofilms formés par de nombreuses espèces bactériennes (Villarreal et al. 

2013; Nguyen and Burrows 2014; Nijland et al. 2010; Lim et al. 2019a). 

Ce traitement enzymatique a ensuite permis de réaliser un suivi, par cytométrie en flux, de la 

cinétique de colonisation des mousses en polyuréthane, utilisées comme support, par les cellules 

composant le biofilm. Ces analyses ont mis en lumière la diminution de la quantité de cellules 

actives en suspension au profit de celles immobilisées au cours de la fermentation à lit fixe. La 

part de cellules actives qui composent le biofilm décroît au fur et à mesure de la fermentation 

bien que la concentration en cellules actives du biofilm, elle, augmente. Par conséquent, le 

pourcentage de cellules mortes qui composent le biofilm augmente. Les cellules mortes 

s’accumulent donc dans le biofilm, ce qui pourrait causer, à des temps plus longs, une baisse de 

performance du système. L’analyse de la viabilité des cellules en suspension montrerait que ces 
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dernières proviendraient des détachements du biofilm après que le taux de dilution ait été 

augmenté à une valeur seuil d’environ 0,7 h-1. 

Les dynamiques de colonisation des solides supports pour la fermentation IBE n’avaient jamais 

été décrites pour les procédés continus à cellules immobilisées. De la même manière, la viabilité 

du biofilm formé au cours de ce processus complexe n’avait encore jamais été étudiée. Cette 

étude a permis de donner de nouvelles pistes quant à la conduite à effectuer lors des montées en 

régime des bioréacteurs à lit fixe afin de maximiser la biomasse viable au sein des mousses en 

polyuréthane utilisées. 

Perspectives 

1 Modélisation 

1.1 Modèle cinétique 

Les travaux de cette thèse ouvrent ainsi de nombreuses perspectives Tout d’abord, le modèle 

cinétique développé pourrait être enrichi. Idéalement, il pourrait prendre en compte l’effet du 

pH sur la croissance des bactéries comme ce dernier n’est pas fixé au cours des fermentations 

étudiées. De plus, les phénomènes de diffusion peuvent survenir au sein des solides supports 

étudiés, le modèle pourrait être complexifié pour prendre en compte les phénomènes de 

transports au sein des solides poreux ainsi qu’au sein du biofilm formé. Enfin, les cinétiques 

d’attachement et de détachement pourraient être mieux décrites en menant des expériences 

plus approfondies sur les cinétiques d’adhésion et de détachement par exemple. 

La cytométrie en flux s’est révélée être un outil pertinent pour dénombrer les cellules viables qui 

composent le biofilm. Les données obtenues ont permis de calculer la productivité spécifique 

cellulaire. Ces données permettraient de mieux estimer la biomasse immobilisée active dans les 

bioréacteurs à lit fixe au cours des montées en régime. Des modèles cinétiques pourraient être 

créés à partir de ces données afin de mieux comprendre et décrire les phénomènes qui entraînent 

une hausse de la mortalité ou de la sporulation dans les bioréacteurs employés. 

1.2 Taux de purge et taux de cisaillement 

Lorsque des procédés à rétention cellulaire sont employés, le taux de purge représente la fraction 

de cellules viables sorties du réacteur comparé à la biomasse totale immobilisée dans le 

bioréacteur. Dans le cas du bioréacteur à cellules immobilisées ce taux de purge n’est pas connu. 

Pourtant, la connaissance de ce paramètre est essentielle pour éviter une accumulation en 

biomasse non active dans le bioréacteur. Le taux de purge pourrait alors être modélisé en fonction 

de plusieurs paramètres relatifs à l’âge et l’épaisseur du biofilm étudié ainsi qu’à la vitesse 

d’écoulement dans le bioréacteur. Ces modèles pourraient alors mieux décrire la vitesse de 
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décrochage des cellules des biofilms et ainsi permettre une meilleure prédiction de la productivité 

des procédés à cellules immobilisées. 

2 Conduite de procédé 
Lors des phases de montée en débit, les cellules en suspension et les cellules du biofilm 

cohabitent. La stratégie de montée en débit proposée consiste à augmenter le taux de dilution 

au fur et à mesure de la croissance des cellules immobilisées. En effet, au fur et à mesure que le 

biofilm s’installe, la production de butanol dans le bioréacteur augmente. Si le taux de dilution 

est augmenté à la même vitesse que la croissance du biofilm, la concentration en solvants reste 

alors stable au cours du temps, si possible en dessous de la concentration inhibitrice. Toutefois, 

comme observé au cours des essais en bioréacteur à lit fixe, la croissance du biofilm n’est pas 

linéaire et sa cinétique de croissance est difficilement prédictible. En effet, cette dernière dépend 

à la fois de la croissance des cellules actives, de la vitesse de décès de ces dernières ainsi que du 

détachement des cellules du biofilm. 

2.1 Analyse en ligne 

Ainsi, de nouvelles méthodes de mesure en ligne permettraient de mieux estimer la part de 

biomasse active immobilisée dans les bioréacteurs à lit fixe au cours du temps. Les travaux de 

cette thèse ont montré que la mesure du débit de gaz en ligne est corrélée à la concentration en 

cellules actives dans le bioréacteur. Ainsi, cette mesure permettrait d’estimer le nombre total de 

cellules actives dans le système. Une simple mesure de viabilité des cellules en suspension 

permettrait alors de remonter à la part de cellules actives immobilisées. Toutefois, cette 

hypothèse doit encore être vérifiée expérimentalement au cours des suivis de fermentation à 

cellules immobilisées. 

2.2 Automatisation de la montée en débit 

Une fois les analyses en lignes validées, une automatisation de la montée en débit pourrait être 

envisagée. Cette dernière consisterait à fixer une consigne sur le rapport entre le débit de gaz et 

le débit d’alimentation en entrée du bioréacteur. L’automatisation consisterait alors à paramétrer 

un contrôleur PID agissant sur le débit d’alimentation de manière à que ce dernier puisse 

s’adapter à l’augmentation constante de la production de gaz au cours de la colonisation du solide 

support par le biofilm. Le contrôleur devra alors être paramétré de sorte que le débit 

d’alimentation n’oscille pas autour d’une valeur, mais augmente de manière constante. La mise 

au point de ce contrôleur permettrait de simplifier la montée en débit pour ce type de procédé. 

Une fois les problèmes relatifs au pilotage de ce type de procédé réglés, d’autres sujets 

permettant l’amélioration de la compétitivité du procédé pourraient être étudiés. 
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3 Performance du procédé 

3.1 Optimisation des OPEX 

Au cours de ce manuscrit de thèse, l’amélioration de la productivité volumique a été de 

nombreuses fois abordée afin d’améliorer le coût d’investissement pour la production 

industrielle. Cependant le coût opératoire du procédé doit également être abordé. Un des aspects 

clé du coût opératoire est le substrat industriel choisi. Au cours de cette thèse, du milieu de 

culture contenant des sucres de première génération (issus de la biomasse alimentaire) ont été 

utilisés. Toutefois, ce dernier pourrait devrait être remplacé par un autre type de substrat dans le 

cas d’une production à plus grande échelle afin d’éviter une compétition avec la biomasse 

alimentaire. 

Par conséquent, des sucres issus de la biomasse lignocellulosique (substrat 2G) pourraient être 

employés dans un futur procédé de production. Toutefois, ces substrats industriels possèdent des 

propriétés physico chimiques différentes des milieux utilisés au cours de cette thèse. Ces 

substrats pourraient avoir un impact sur la capacité de la souche à former un biofilm sur le 

matériau choisi. L’influence du type de substrat choisi sur la capacité de la souche à former un 

biofilm doit donc être étudiée afin de vérifier si les rendements obtenus et le développement du 

biofilm sont encore optimaux dans les conditions opératoires choisies. 

Afin de maximiser l’utilisation du substrat, la concentration résiduelle en sucre en sortie de 

bioréacteur doit être le plus proche possible de zéro. Toutefois, il est possible que ce mode de 

conduite ait un impact sur le biofilm. En effet si la concentration en substrat mesurée en sortie 

de réacteur est proche de zéro, il est possible que les couches les plus profondes du biofilm se 

retrouvent en situation de carence en substrat. Ce mode de conduite pourrait alors avoir un effet 

délétère sur la viabilité du biofilm. Si cette hypothèse est confirmée, un compromis entre 

rendement, productivité et titre final doit être trouvé afin d’optimiser le procédé. 

3.2 Robustesse du procédé 

De la même manière, le procédé développé doit être peu sensible aux contaminations et opérable 

sur un temps long afin de maximiser le taux d’utilisation des bioréacteurs. Dans la configuration 

actuelle, du milieu riche est utilisé pour l’alimentation du bioréacteur à cellules immobilisées. Ce 

dernier est propice au développement de microorganismes étrangers qui pourrait altérer les 

performances du bioréacteur en cas de contamination. Pour éviter cet inconvénient, la source de 

carbone ainsi que les sels minéraux/ source d’azote pourraient être séparés dans deux cuves 

d’alimentation distinctes afin de limiter le risque de contamination et ainsi améliorer la 

robustesse du procédé. 
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3.3 Choix du solide support 

Le choix du solide support est critique pour le développement d’un tel bioprocédé. En effet, ce 

dernier doit posséder une surface spécifique importante et favoriser l’adhésion initiale des 

cellules. Le solide support choisi doit également être en mesure d’accueillir une grande quantité 

de biomasse active et permettre le renouvellement de celle-ci tout au long du procédé. Les 

mousses en polyuréthane choisies ont permis d’obtenir de bonnes productivités maximales après 

une phase de montée en débit. Toutefois, l’effet de certains paramètres du solide sur la 

productivité (tels, la densité de pore ou le diamètre des pores) pourrait être étudié. En effet, dans 

le cas étudié au cours de cette thèse, l’impact de la structure poreuse du support choisi sur les 

performances du procédé est encore peu clair. Lorsque les mousses en polyuréthane sont 

utilisées, les pores semblent être comblées relativement rapidement par le développement du 

biofilm. La tomographie par cohérence optique (TCO) permettrait de comprendre ce phénomène 

à l’échelle du solide étudié (de l’ordre du millimètre) et serait complémentaire à la microscopie 

confocale utilisée pour caractériser ces phénomènes. Des solides comme les anneaux Kaldnes 

pourraient être employés en lit fixe afin d’étudier la relation entre surface spécifique et porosité 

sur les performances des procédés de fermentations à cellules immobilisées appliqués à la 

production de butanol et d’isopropanol. Ces derniers ont l’avantage d’être déjà caractérisé et de 

pouvoir être analysés par TCO et par microscopie confocale. 

4 Montée en échelle 
La meilleure compréhension de la vitesse de colonisation du biofilm ainsi que sa répartition au 

sein des solides supports choisis doivent aider à la montée en débit du procédé étudié. En effet, 

les phénomènes de transport doivent être maitrisés afin d’assurer un mélange homogène et 

éviter l’apparition de zones mortes au sein des solides supports. Ces phénomènes pourraient être 

causés par l’apparition de conditions défavorables à la croissance des bactéries (forte 

concentration en butanol, faible concentration en substrat etc) engendré par le faible 

renouvellement du milieu de culture à cet endroit du bioréacteur. Ainsi un travail pourrait être 

effectué afin de s’assurer de l’effet du diamètre interne du bioréacteur pour un volume utile égal 

et une concentration en solide support constante sur les phénomènes de transport au sein du lit 

fixe développé. 

La croissance du biofilm au sein des bioréacteur à lit fixe engendre une augmentation de la 

production de gaz de fermentation (un mélange H2/CO2) au cours du temps. Ainsi plusieurs 

phénomènes devraient être étudiés au cours de la montée en débit. La vitesse de sortie de gaz à 

travers la section de la colonne devrait être analysée afin d’éviter des phénomènes de rétention 

de gaz dans le bioréacteur. Cette rétention pourrait à la fois diminuer le volume utile du 

bioréacteur, mais également avoir un impact sur la physiologie de la souche étudiée dû à 

l’augmentation de la pression partielle en H2 dans le bioréacteur. 
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Pour résumer, il reste de nombreux défis à relever afin d’utiliser le procédé de fermentation à 

cellules immobilisées présenté dans cette thèse à l’échelle industrielle. De nombreux paramètres 

pourraient encore être étudiés afin de transposer les performances encourageantes obtenues à 

l’échelle laboratoire vers l’échelle pilote puis industrielle. 
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Annexes 

Annexe 1 : Fiche technique de la mousse en polyuréthane utilisée pour l’immobilisation 

cellulaire 
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Annexe 2 : Nomenclature pour la construction des modèles cinétiques 

• X: concentration en biomasse (g.L-1) 

• Xs: concentration en biomasse en suspension (g.L-1) 

• Xb: concentration en biomasse en immobilisée (g.L-1) 

• S: concentration en glucose résiduel (g.L-1)  

• Sf: concentration en glucose dans l’alimentation (g.L-1) 

• B: concentration en butanol (g.L-1) 

• I: concentration en isopropanol (g.L-1) 

• AA: concentration en acétate (g.L-1) 

• AAf: concentration en acétate dans l’alimentation (g.L-1) 

• AB: concentration en butyrate (g.L-1) 

• Bmax: concentration seuil inhibitrice en butanol (g.L-1) 

• µmax: taux de croissance maximal (h-1) 

• ks: constante de saturation du glucose (g.L-1) 

• 𝛼: production d’acétate associée à la croissance (h-1) 

• β: production de butyrate associée à la croissance (h-1) 

• kAA: constante de saturation pour l’acétate (g.L-1) 

• kAB: constante de saturation pour le butyrate (g.L-1) 

• Yxs: rendement biomasse/substrat (g.g-1) 

• Ybut_s: rendement butanol/substrat (g.g-1) 

• Yi_s: rendement isopropanol/substrat (g.g-1) 

• YI/AA: rendement acetate/isopropanol (g.g-1) 

• YB/AB: rendement butyrate/butanol (g.g-1) 

• kd: constante de détachement du biofilm (h-1) 

• ka: constante d’attachement du biofilm (h-1) 

• D: Taux de dilution (h-1) 

• t: temps (h) 

• P: productivité volumique (g.L-1.h-1) 

 

Annexe 3 : Code python développé pour effectuer les analyses de sensibilité des modèles 

dynamiques développés. 

import scipy 

import numpy as np 

import matplotlib.pyplot as plt 
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from scipy.integrate import odeint 

from lmfit import minimize, Parameters, Parameter, report_fit 

import pandas as pd 

from numpy.linalg import inv 

params=Parameters()  

X0 = 0.3 

S0 = 60 

Iso_0 = 0.01 

But_0 = 0.01 

AB_0 = 0.01 

AA_0 = 2.1 

E_0 = 0.01 

x0 = [X0,S0,Iso_0,But_0,AA_0,AB_0,E_0]  

 

params.add('X0', value=X0, vary=False) 

params.add('S0', value=S0, vary=False) 

params.add('Iso_0', value=Iso_0, vary=False) 

params.add('But_0', value=But_0, vary=False) 

params.add('AA_0', value=AA_0, vary=False) 

params.add('AB_0', value=AB_0, vary=False) 

params.add('E_0', value=E_0, vary=False) 

params.add('mumax',value = 0.134, vary = True) 

params.add('Yxs', value = 0.1359, vary = True) 

params.add('Ybuts',value = 0.186,min =0,max =0.3, vary = True) 
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params.add('Yes',value = 0.003,min = 0, max = 0.05, vary = False) 

params.add('Yis',value = 0.13,min =0, max =0.3, vary = True) 

params.add('ks',value = 2,min=0.5, max =5, vary = False) 

params.add('Bmax', value = 7.6 ,min = 0, vary= True) 

params.add('kAB',value = 0.39, min = 0.05, max = 5,vary = True) 

params.add('kAA',value =0.15,min = 0.1, max = 1, vary = True) 

params.add('a',value = 1, min = 0.01, max = 30, vary = False) 

params.add('b',value = 0.5, max = 30, vary = False) 

params.add('Yab_but',value = 0.7, max = 0.85, min = 0.65, vary = False) 

def f(y,t, paras): 

    X = y[0] 

    S = y[1] 

    Iso = y[2] 

    B = y[3] 

    AA= y[4] 

    AB = y[5] 

    E = y[6] 

     

 

    mumax = paras[0] 

    Yxs = paras[1] 

    Ybuts = paras[2] 

    Yes = paras[3] 

    Yis = paras[4] 
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    ks = paras[5] 

    Bmax = paras[6] 

          

    kAB = paras[7] 

    kAA = paras[8] 

    a = paras[9] 

    b = paras[10] 

          

    Yab_but = paras[11]    

          

 

    #cinétiques 

     

    µ = mumax*(1-(B/Bmax))*(S/(ks+S)) 

     

    rbut = µ*(Ybuts/Yxs)  

     

    ri = µ*(Yis/Yxs)  

     

    rbs = (µ)*X*a-rbut*(AB/(AB+kAB))*(S/(ks+S))*X/Yab_but 

     

    raa = (µ)*X*b-ri*(AA/(AA+kAA))*(S/(ks+S))*X 

     

    re = µ*X*(Yes/Yxs) 
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    #bilan matière 

     

    dX_dt = µ*X 

     

    dS_dt = (-1/Yxs)*(µ)*X 

     

    dB_dt = rbut*X 

     

    dI_dt = ri*X  

     

    dAA_dt = raa  

     

    dAB_dt = rbs  

     

    dE_dt = re 

     

    F= np.array([dX_dt,dS_dt,dI_dt,dB_dt,dAA_dt,dAB_dt,dE_dt]) 

     

    return F 

 

def df(t,x, paras): 
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    J = np.zeros([len(x), len(paras)], dtype = float) 

    

     

    for i in range(len(paras)): 

         

        p = paras.copy() 

         

        eps = 0.05*p[i] #variation de 0.05 % de la valeur du parametre 

         

        

         

        params_1 = paras.copy() 

         

        params_2 = paras.copy() 

     

        params_1[i] += eps 

         

        params_2[i] -= eps 

         

         

        f1 = f(x, t, params_1) 

         

        f2 = f(x, t, params_2) 
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        J[ : , i] = (f1 - f2) / (2 * eps) 

         

    return J 

 

def df2(t,x, paras): 

 

    

    J2 = np.zeros([len(x), len(paras)], dtype = float) 

    

    for k in range (len(x)): 

         

        p1 = paras.copy() 

         

        p2 = paras.copy() 

         

        eps = 0.05*p1[k] 

         

        p1[k] +=eps 

         

        p2[k] -= eps 

         

       

        f1 = f(x, t, p1) 
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        f2 = f(x, t, p2) 

      

        J2[ : , k] = (f1 - f2) / (2 * eps) 

         

    return J2 

 

 

 

t = 0 

X0 = 0.3 

S0 = 45 

Iso_0 = 0.01 

But_0 = 0.01 

AB_0 = 0.01 

AA_0 = 2.3 

E_0 = 0.01 

 

x0 = [X0,S0,Iso_0,But_0,AA_0,AB_0,E_0]   

 

paras = 

np.array([params['mumax'].value,params['Yxs'].value,params['Ybuts'].value,params['Yes'].value,

params['Yis'].value,params['ks'].value,params['Bmax'].value,params['kAB'].value,params['kAA'].

value,params['a'].value,params['b'].value,params['Yab_but'].value], dtype = float) 

 

params_name = 

np.array([params['mumax'].name,params['Yxs'].name,params['Ybuts'].name,params['Yes'].nam



 

184 
Annexes 

e,params['Yis'].name,params['ks'].name,params['Bmax'].name,params['kAB'].name,params['kA

A'].name,params['a'].name,params['b'].name,params['Yab_but'].name]) 

 

Jacobian = df(t, x0, paras) 

 

J_T = Jacobian.T 

 

calcul = np.dot(J_T,Jacobian) 

 

cov= inv(calcul) 

 

nt = 100 

 

t = np.linspace(0,72,nt) 

 

def g (t,x0,params): 

    sol = odeint(f,x0,t,args = (paras,)) 

    return sol 

 

 

class Sens : 

         

    def __init__(self,t,var,paras,l) : 

         

        self.paras = paras 
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        self.t = t 

        self.var = var 

        self.l = l 

    def sx (self) : 

         

        jac = np.zeros(len(self.t)) 

        A = np.zeros(len(self.t)) #stockage de chacun des paramètres 

        B = np.zeros(shape=(len(self.t), len(self.paras))) # t ligne, paras colonnes 

         

 # stockage de tout les calculs 

         

        for i in range(len(self.paras)) :     

             

            for j in range(len(self.t)) : 

     

                x0_i = self.var[j] 

                t_i = self.t[j] 

                jac = df(t_i,x0_i,self.paras) 

                A[j] = jac[self.l,i] # 0 correspond uniquement à la variable X 

                B[:,i] = A   

            

        return B               
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sol = g(t,x0,params) 

 

#On itère une boucle afin de représenter graphiquement chacun des paramètres 

plt.figure() 

plt.ylabel('sensibilité') 

 

for i in range (len(np.arange(0,4,1))) : 

     

    sens = Sens(t,sol,paras,i) 

    X = sens.sx() 

     

 

    plt.subplot(2,2,i+1) 

 

    plt.xlabel('temps (h)') 

 

    plt.grid() 

    for p in range(len(paras)) : 

        if p<6 : 

            plt.plot(t,X[:,p],"-",label ='sens_{}'.format(params_name[p])) 

        else: 

            plt.plot(t,X[:,p],"--",label ='sens_{}'.format(params_name[p]))         
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plt.text(-120, 0.5, 'sensibilité', fontsize = 15, rotation = 90) 

plt.text(-95, 0.63, 'I', fontsize = 15) 

plt.text(-95, 1.9, 'X', fontsize = 15) 

 

plt.text(-0, 0.63, 'B', fontsize = 15) 

plt.text(-0, 1.9, 'S', fontsize = 15) 

 

plt.legend(bbox_to_anchor=(0.95, -1.0, 0.3, 0.2), loc='lower right', ncol =4) 

plt.show() 

 

 

plt.figure(2) 

plt.ylabel('sensibilité') 

 

w =4 

while w <7: 

    print(w) 

    sens = Sens(t,sol,paras,w) 

    X = sens.sx() 

     

 

    plt.subplot(2,2,w-3) 

 

    plt.xlabel('temps (h)') 
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    plt.grid() 

    for z in range(len(paras)) : 

        if z<6 : 

            plt.plot(t,X[:,z],"-",label ='sens_{}'.format(params_name[z])) 

        else: 

            plt.plot(t,X[:,z],"--",label ='sens_{}'.format(params_name[z])) 

 

    w= w+1 

plt.text(-30, 0.01, 'sensibilité', fontsize = 15, rotation = 90) 

plt.text(0, 0.03, 'AA', fontsize = 15) 

plt.text(95, 0.03, 'AB', fontsize = 15) 

 

plt.text(0, 0.009, 'E', fontsize = 15) 

 

plt.legend(bbox_to_anchor=(2.2, -1.0, 0.3, 0.2), loc='lower right', ncol =4) 

plt.show() 

Annexe 4 : Code python développé pour résoudre le système d’équations différentielles qui 

composent le modèle ainsi que le critère de régression utilisé pour obtenir le jeu optimal de 

paramètres. 

"""import des librairies""" 

 

import scipy 

import numpy as np 

import matplotlib.pyplot as plt 
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from scipy.integrate import odeint 

from lmfit import minimize, Parameters, Parameter, report_fit 

import pandas as pd 

import pylab 

import statsmodels.api as sm 

 

""" 

Définition du modèle et résolution 

""" 

 

def f(y, t, paras): 

     

    X = y[0] 

     

    S = y[1] 

     

    Iso = y[2] 

     

    B = y[3] 

     

    AA= y[4] 

     

    AB = y[5] 
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    E = y[6] 

     

    try: 

         mumax = paras['mumax'].value 

          

         Yxs = paras['Yxs'].value 

          

         Ybuts = paras['Ybuts'].value 

          

         Yes = paras['Yes'].value 

          

         Yis = paras['Yis'].value 

          

         ks = paras['ks'].value 

          

         Bmax = paras['Bmax'].value 

          

         kAB = paras['kAB'].value 

          

         kAA = paras['kAA'].value 

          

         a = paras['a'].value 

          

         b = paras['b'].value 
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         Yab_but = paras['Yab_but'].value 

         #ABmax = paras['ABmax'].value 

         

          

    except KeyError: 

       mumax,Yxs,Ybuts,Yes,Yis,ks,Bmax,kAB,kAA,a,b,Yab_but= paras 

         

    # cinétiques 

     

    µ = mumax*(1-(B/Bmax))*(S/(ks+S)) 

     

    rbut = µ*(Ybuts/Yxs)  

     

    ri = µ*(Yis/Yxs)  

     

    rbs = (µ)*X*a-rbut*(AB/(AB+kAB))*(S/(ks+S))*X/Yab_but 

     

    raa = (µ)*X*b-ri*(AA/(AA+kAA))*(S/(ks+S))*X 

     

    re = µ*X*(Yes/Yxs) 

     

    # Bilan matière 

    dX_dt = µ*X 
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    dS_dt = (-1/Yxs)*(µ)*X 

     

    dB_dt = rbut*X  

     

    dI_dt = ri*X  

     

    dAA_dt = raa  

     

    dAB_dt = rbs  

     

    dE_dt = re 

     

    F= np.array([dX_dt,dS_dt,dI_dt,dB_dt,dAA_dt,dAB_dt,dE_dt]) 

    return F 

 

    """ 

    Solution to the ODE x'(t) = f(t,x,k) with initial condition x(0) = x0 

    """ 

 

def g(t, x0, paras): 

 

    x = odeint(f, x0, t, args=(paras,)) 

    return x 
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    """ 

    Minimisation des résidus normalisés 

    """ 

 

def residual(paras, t, data): 

 

 

 

    x0 = paras['X0'].value, 

paras['S0'].value,paras['Iso_0'].value,paras['But_0'].value,paras['AA_0'].value,paras['AB_0'].valu

e, paras['E_0'].value 

    model = g(t, x0, paras) 

     

     

    res1 = len(t) 

     

    res2 =len(x0) 

     

    res = np.zeros((res1,res2), dtype = float)   

     

 

     

    for l in range(len(x0)): 
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        var = np.var(model[:,l]) # calcul de la variance de chaque variable 

         

        dX = ((model[:,l]-data[:,l])**2)*1/var # calcul du critère de regréssion pour chaque point 

         

        res[:,l] = dX 

         

        

         

    res = res.ravel() 

     

     

     

    # you only have data for one of your variables 

    

    #return (model - data).ravel() 

    return(res) 

 

"intervalle d'étude du modèle" 

# initial conditions 

X0 = 0.3 

S0 = 45 

Iso_0 = 0.01 

But_0 = 0.01 

AB_0 = 0.4 
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AA_0 = 2.3 

E_0 = 0.01 

x0 = [X0,S0,Iso_0,But_0,AA_0,AB_0,E_0] 

 

tf = 72 # temps final de l'expérience   

ti = 1000 # intervalle 

ts = np.linspace(0, tf, ti) 

 

"importation données experimentales" 

 

#Lecture du fichier csv 

data_1 = pd.read_csv("data_B18_1.csv",sep=';')#,index_col = 0, header= 0) 

data_2 = pd.DataFrame() 

data_2=data_1[['MS (g/L)','Glucose i','Isopropanol (g/L)','Butanol (g/L)','Acetate (g/L)','Butyrate 

(g/L)','Ethanol (g/L)']] 

#Transformation du data frame en matrice 

data_exp= data_2.to_numpy() 

t_exp = data_1.loc[:,'Temps (h)'] 

t_exp = t_exp.values 

 

data_std = pd.read_csv("ET_B18.csv", sep= ';') 

data_std = data_std.to_numpy() 

 

ET_DO = data_std[:,1] 

ET_Glu = data_std[:,2] 
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ET_AA = data_std[:,3] 

ET_AB = data_std[:,4] 

ET_iso = data_std[:,5] 

ET_but = data_std[:,6] 

ET_IBE = data_std[:,7] 

 

"Paramétrisation" 

params = Parameters() 

 

params.add('X0', value=X0, vary=False) 

params.add('S0', value=S0, vary=False) 

params.add('Iso_0', value=Iso_0, vary=False) 

params.add('But_0', value=But_0, vary=False) 

params.add('AA_0', value=AA_0, vary=False) 

params.add('AB_0', value=AB_0, vary=False) 

params.add('E_0', value=E_0, vary=False) 

 

params.add('mumax',value = 0.134, vary = True) 

params.add('Yxs', value = 0.1359, vary = True) 

 

params.add('Ybuts',value = 0.186,min =0,max =0.3, vary = True) 

params.add('Yes',value = 0.003,min = 0, max = 0.05, vary = False) 

params.add('Yis',value = 0.13,min =0, max =0.3, vary = True) 
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params.add('ks',value = 2,min=0.5, max =5,  vary = False) 

params.add('Bmax', value = 7.6 ,min = 0, vary= True) 

 

 

params.add('kAB',value = 0.39, min = 0.05, max = 5,vary = True) 

params.add('kAA',value =0.15,min = 0.1, max = 1, vary = False) 

 

params.add('a',value = 1, min = 0.01, max = 30, vary = False) 

params.add('b',value = 0.5,  max = 30, vary = False) 

 

params.add('Yab_but',value = 0.7,  max = 0.85, min = 0.65, vary = False) 

#params.add('ABmax',value = 1.5, max =4, vary = False) 

 

 

"Fit du modèle" 

result = minimize(residual, params, args=(t_exp,data_exp), method='leastsq')  # leastsq nelder 

paras = result.params 

 

# check results of the fit 

data_fitted2 = g(t_exp,x0,result.params) 

data_fitted = odeint(f,x0,ts,args=(paras,)) 

dssim = data_fitted 

IBEsim = data_fitted[:, 6] + data_fitted[:, 3] + data_fitted[:, 2] 

IBEexp = data_exp[:, 6] + data_exp[:, 3]+ data_exp[:, 2] 
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data_fitted2 = odeint(f,x0,t_exp,args=(params,)) 

 

#Etude des résidus du fitit 

t_leg =14 #taille des légendes 

t_tick = 70 # taille données expérimentales 

 

'''Calcul bilan carbone''' 

 

MC_X = 0.471 #gC/g 

MC_S = 12*6/180 

MC_B = 4*12/74.12 

MC_I = 3*12/60 

MC_AA = 2*12/60 

MC_AB = 4*12/88 

MC_CO2 = 12/44 

MC_E = 24/45 

 

# calcul du CO2 théorique 

largeur_barre = 0.2 

 

Glu_i = params['S0'].value 

AA_i = params['AA_0'].value 

 

Glu_c = Glu_i-data_fitted[:,1] 



 

199 
Annexes 

 

CO2 = 2*(Glu_c/180) + data_fitted[:,2]/60 #mol CO2/L 

 

CO2 = CO2*44*MC_CO2 #gC 

Glu = data_fitted[:,1]* MC_S #gC 

mX = data_fitted[:,0]*MC_X #gC 

mI = data_fitted[:,2]*MC_I #gC 

mB = data_fitted[:,3]*MC_B #gC 

mAA = data_fitted[:,4] *MC_AA #gC 

mAB = data_fitted[:,5]*MC_AB #gC 

mE = data_fitted[:,6]*MC_E #gC 

 

# plot des résultats 

CO2_C = [CO2[0], CO2[ti-1]] 

Glu_C = [Glu[0], Glu[ti-1]] 

mX_C = [mX[0], mX[ti-1]] 

mI_C = [mI[0], mI[ti-1]] 

mB_C = [mB[0], mB[ti-1]] 

mAA_C = [mAA[0], mAA[ti-1]] 

mAB_C = [mAB[0],mAB[ti-1]] 

mE_C = [mE[0], mE[ti-1]] 

 

Init = CO2[0]+Glu[0]+mX[0]+mI[0]+mB[0]+mAA[0]+mAB[0]+mE[0] 
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Fin = CO2[ti-1]+ Glu[ti-1]+mX[ti-1] +mB [ti-1] +mAA[ti-1] + mAB[ti-1] + mE[ti-1] 

 

Bil = Init/Fin*100 

 

print(Bil) 

# Premier histogramme 

x = [0.3,0.7] 

 

plt.bar(x,CO2_C, width =largeur_barre,align = 'center', color = "0.5", hatch = '.', label ="CO2") 

 

plt.bar(x,Glu_C, width =largeur_barre,align = 'center',bottom =CO2_C, color = "0.1", label= 

"glucose") 

 

plt.bar(x,mX_C,width =largeur_barre,align = 'center', bottom = np.array(CO2_C) + 

np.array(Glu_C), color = "0.3", label = "biomasse") 

 

plt.bar(x,mI_C,width =largeur_barre,align ='center', bottom =  np.array(CO2_C) + 

np.array(Glu_C)+ np.array(mX_C), color = "0.85", label ="isopropanol") 

 

plt.bar(x,mB_C,width =largeur_barre,align ='center', bottom = np.array(CO2_C) + 

np.array(Glu_C)+ np.array(mX_C) + np.array(mI_C), color = "0.9", hatch='/', label ="butanol") 

 

plt.bar(x,mAA_C,width =largeur_barre,align ='center', bottom =  np.array(CO2_C) + 

np.array(Glu_C)+ np.array(mX_C) + np.array(mI_C)+ np.array(mB_C),hatch ='o', color = "0.8", 

label = "acetate") 
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plt.bar(x,mAB_C,width =largeur_barre, align ='center', bottom = np.array(CO2_C) + 

np.array(Glu_C)+ np.array(mX_C) + np.array(mI_C)+ np.array(mB_C)+ np.array(mAA_C), color = 

"0.9", label = "butyrate") 

 

plt.xticks(x, ['masse initiale', 'masse finale'], size = t_leg) 

 

plt.yticks(size =t_leg) 

 

plt.ylabel(" masse de carbone (g)", size = t_leg) 

 

plt.legend(bbox_to_anchor=(1, -0.15),loc='best',frameon= False,ncol =3,prop={'size': t_leg}) 

 

plt.show() 

 

« Statistique du fit » 

res = result.residual 

std = np.std(res) 

resm = np.mean(res) 

nres = np.linspace(0,len(res),len(res)) 

 

plt.figure() 

plt.scatter(nres,res,s = t_tick,marker ='+') 

plt.xlabel("n point", size = t_leg) 

plt.ylabel('résidu du modèle', size = t_leg) 

plt.xticks(size =t_leg) 
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plt.yticks(size =t_leg) 

plt.axhline(y = resm + 2*std, color = 'b', linestyle = '--') 

plt.axhline(y = resm - 2*std, color = 'b', linestyle = '--') 

plt.show() 

 

#stats.probplot(res, dist="norm", plot=pylab) 

sm.qqplot(res,line='r') 

pylab.show() 

 

# representation des statistiques des paramètres 

report_fit(result) 

 

print("la moyenne des résidus est de : ",np.mean(res)) 

norm = scipy.stats.shapiro(res) 

print("la statisqtique de test p.value est égale à",norm) 

 

 

"Représentation graphique du modèle et des données expérimentales" 

plt.figure(1) 

fig, ax1 = plt.subplots() 

plt.grid() 

plt.xticks(size =t_leg) 

plt.yticks(size =t_leg) 

plt.ylim(0,10) 
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ax2 = ax1.twinx() 

ax1.errorbar(t_exp, data_exp[:,0], yerr = ET_DO,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

ax1.plot(ts, data_fitted[:, 0], '-', linewidth=1.3, color='black', label=' biomass (mod)') 

ax1.scatter(t_exp,data_exp[:,0], s = t_tick,color = 'white',marker='d',edgecolor='black', label = 

'biomass(exp)') 

 

ax2.plot(ts, data_fitted[:, 1], '--', linewidth=1.3, color='black', label='glucose (mod)') 

ax2.errorbar(t_exp, data_exp[:,1], yerr = ET_Glu,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

ax2.scatter(t_exp,data_exp[:,1],s = t_tick,color = 'white',marker='s',edgecolor='black',label = 

'glucose (exp)') 

ax1.set_xlabel('temps (h)', size = t_leg) 

ax1.set_ylabel('concentration en biomasse (g/L)', color='black',size = 14) 

plt.yticks(size =t_leg) 

 

ax2.set_ylabel('concentration résiduelle en glucose (g/L)', color='black', size =t_leg) 

plt.yticks(size =t_leg) 

plt.ylim(0,50) 

 

plt.show() 

 

plt.figure() 

plt.grid() 

plt.plot(ts, data_fitted[:, 4], '-', linewidth=1, color='black', label='acétate (mod)') 

plt.errorbar(t_exp,data_exp[:,4], yerr= ET_AA,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 
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plt.scatter(t_exp,data_exp[:,4],s =t_tick,color = 'white',marker='s',edgecolor='black', label = 

'acétate (exp)') 

 

plt.errorbar(t_exp,data_exp[:,5], yerr= ET_AB,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

plt.plot(ts, data_fitted[:, 5], '--', linewidth=1, color='black', label='butyrate(mod)') 

plt.scatter(t_exp,data_exp[:,5],s =t_tick,color = 'white', marker ='d',edgecolor='black', label = 

'butyrate (exp)') 

plt.xlabel("temps (h)", size = t_leg) 

plt.ylabel('Acétate, Butyrate (g/L) ', size = t_leg) 

plt.xticks(size =t_leg) 

plt.yticks(size =t_leg) 

plt.legend(bbox_to_anchor=(1, -0.15),loc='best',frameon= False,ncol =2,prop={'size': t_leg}) 

plt.show() 

 

plt.figure(3) 

plt.grid() 

 

plt.errorbar(t_exp,data_exp[:,2], yerr= ET_iso,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

plt.plot(ts, data_fitted[:, 2], '-',  color='black', label='isopropanol (mod)') 

plt.scatter(t_exp,data_exp[:,2],color = 'white',s =t_tick,marker='*', edgecolor = 'black',label = 

'isopropanol (exp)') 

 

plt.errorbar(t_exp,data_exp[:,3], yerr= ET_but,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

plt.plot(ts, data_fitted[:, 3], '--', linewidth=1, color='black', label='butanol (mod)') 

plt.scatter(t_exp,data_exp[:,3],s = t_tick,color = 'white',marker = 'o',edgecolor='black', label = 

'butanol (exp)') 
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plt.plot(ts, data_fitted[:, 6], '-', linewidth=1, color='grey', label='ethanol (mod)') 

plt.scatter(t_exp,data_exp[:,6],s = t_tick,color = 'grey',marker ='+', label = 'ethanol (exp)') 

 

plt.errorbar(t_exp,IBEexp, yerr= ET_IBE,fmt= 'none',ecolor ='black',capsize=5) 

plt.plot(ts, IBEsim, '-', linewidth=1, color='black', label='solvants totaux (mod)') 

plt.scatter(t_exp,IBEexp,color = 'white',s = t_tick, marker ='D',edgecolor='black', label = 'solvants 

totaux (exp)') 

plt.xlabel("temps (h)", size = t_leg) 

plt.xticks(size =t_leg) 

plt.ylabel('Butanol, isopropanol, ethanol (g/L)', size = t_leg) 

plt.yticks(size =t_leg) 

 

 

plt.legend(bbox_to_anchor=(1.3, -0.15),loc='best',frameon= False,ncol =3,prop={'size': t_leg}) 

plt.show() 
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Annexe 5 : profil FSC-SSC des populations cellulaires au cours d’une fermentation 

batch à 34°C à pH libre marquée à A) cFDA seul B) IP seul C) non marquées. 
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Résumé : Depuis de nombreuses années, les biotechnologies sont 

employées dans la conception de nombreux biens de consommation 

à partir de ressources renouvelables. En effet, ces technologies sont 

capables de synthétiser des molécules d’intérêts à partir de ressources 

agricoles. Par exemple, la bactérie Clostridium beijerinckii, mise en 

culture dans cette thèse, dégrade naturellement des hexoses pour 

synthétiser des molécules plateformes : du butanol et de 

l’isopropanol. Cette bactérie souffre malheureusement, en mode « 

batch », d’une inhibition causée par le butanol, amenant à de faibles 

productivités. De nouveaux modes de fermentation continue ont donc 

été développés pour lever cette inhibition en soutirant le produit de 

réaction et augmenter la productivité volumique. Ils consistent à 

immobiliser les bactéries au sein d’un support pour maintenir une 

forte concentration en biomasse dans le réacteur. Ainsi, ce système 

permet de découpler le temps de séjour de la biomasse du temps de 

séjour hydraulique, et d’augmenter la productivité volumique du 

procédé. Pour autant, de nombreux paramètres de fermentation 

doivent encore être optimisés et compris afin de maximiser les 

performances et d’assurer la montée en échelle.  

En effet, la croissance des cellules immobilisées au sein du matériau 

support dépend de nombreux facteurs comme les propriétés du 

solide support, la conduite du procédé, ainsi que les conditions 

hydrodynamiques. Ces propriétés peuvent donc influencer le 

développement du biofilm et donc la productivité volumique du 

procédé. Par conséquent, les recherches de cette thèse ont porté 

sur le développement d’outils expérimentaux et numériques 

permettant de mieux comprendre les phénomènes mis en jeu. Les 

modèles dynamiques mis en place dans ce travail sont capables de 

décrire la croissance du biofilm et permettent de simuler les 

performances du procédé en prenant en compte les phénomènes 

de détachement et d’attachement des cellules. De plus, de 

nouvelles méthodologies de cytométrie en flux et microscopie 

confocale, appliquées à l’étude des biofilms, ont été mises au point. 

Elles permettent de quantifier la viabilité des cellules adhérées aux 

supports. Ces méthodologies permettent de décrire la viabilité du 

biofilm formé ainsi que de mesurer la croissance des cellules viables 

qui composent ce dernier. Ces résultats ont ainsi permis d’envisager 

de nouvelles stratégies de contrôle et/ou de conduite du procédé. 
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Abstract : For many years, biotechnologies have been employed to 

design numerous consumers commodities from renewable resources. 

Those technologies allow to synthetize industrial interest molecules 

from agricultural commodities. The bacteria Clostridium beijerinckii 

can consume hexoses to produce two platform chemicals : 

isopropanol and butanol. However, this bacterium suffers from an 

inhibition caused by butanol accumulation which causes low 

productivities in batch fermentation. New continuous fermentation 

strategies have thus been developed. Bacteria were immobilized on 

porous support to maintain high cellular concentration and therefore 

enhance the process productivity. Numerous process parameters 

must be optimized and understood to maximize the process 

productivity and ensure the scale-up efficiency. The physicochemical 

properties of the solid support as well as the hydrodynamic conditions 

can influence the biofilm development and thus the productivity of 

the developed process. 

Consequently, this PhD research is focused on the development of 

numerical and experimental tools which allow to better understand 

these phenomena . Kinetic models were used to describe the 

biofilm development and allowed the simulation of the process 

performances while taking cells attachment and detachment from 

biofilm into account. Moreover, new methodologies using flow 

cytometry and confocal microscopy were developed to 

characterize biofilm cells viability. Those methodologies are 

powerful to measure the immobilized cells viability and to describe 

active cells accumulation within the solid support used during time. 

The use of flow cytometry to characterize biofilm cells viability also 

helped to consider new strategies for process control and 

operation. 

  

 


