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Résumé 
 

Les réacteurs des stations d’épuration des eaux usées par boues activées mettent en oeuvre un 

écosystème hautement complexe, où se rencontrent des bactéries, des algues, des protozoaires, des 

métazoaires... Un bon équilibre entre ces différents microorganismes permet une bonne décantation 

des flocs des liqueurs mixtes (mélange des boues activées et d’eau à traiter) et empêche les 

phénomènes de « bulking » ou moussage. Les flocs sont composés de bactéries zoogléales 

productrices d’exopolysaccharides et de bactéries filamenteuses qui en constituent l’ossature. Des 

méthodes basées sur l’analyse d’images ont été développées pour détecter et caractériser de façon 

automatique ces dernières ainsi que la teneur en exopolysaccharides. Elles utilisent des images 

monochromes ou couleurs obtenues par microscopie optique avec des colorants classiques (Gram, 

Neisser, Noir de Soudan) et fluorescents (BacLight, FISH). La validation des différentes procédures a 

été réalisée sur des installations situées en Lorraine. Des expériences complémentaires ont été faites 

sur des réacteurs pilotes de type boues activées en mode continu ou séquentiel, afin de voir l’effet de la 

nature du substrat, de la température et la famine sur le comportement des microorganismes 

filamenteux. La comparaison entre une aération continue ou séquentielle pour un même substrat 

protéique indique que les populations qui se développent sont différentes en terme de caractéristique 

Gram. L’étude réalisée sur les polysaccharides extracellulaires pour différents rapports carbone/azote 

montre qu’un excès de matière carbonée favorise la production des polysaccharides indispensables 

dans la biofloculation des flocs. Les résultats obtenus avec les procédures de caractérisation Gram et 

de mise en évidence des lipides dans des conditions de stress environnementaux (famine et 

température) ont montré que les populations subissaient des modifications structurelles de la 

membrane. Nous avons constaté également que, pendant des périodes de famine aérobie, les inclusions 

lipidiques étaient consommées à température ambiante alors qu’en anaérobiose ce sont les 

polyphosphates. En absence ou présence d’oxygène à 4°C, il semblerait que les microorganismes 

filamenteux stockent plus aisément ces deux métabolites. La coloration BacLight a permis de 

quantifier la viabilité des boues en famine aérobie et a démontré que les bactéries filamenteuses ou 

zoogléales étaient affectées contrairement à la microfaune (ciliés). 

 

Abstract 
 

The biological reactors of wastewater treatment by activated sludge are hosting a complex ecosystem, 

composed of different types of bacteria (filamentous, non filamentous), protozoa and metazoa. A good 

balance between the different types of bacteria is essential to achieve good settleability properties for 

the flocs in the clarifier. The flocs are formed by filamentous bacteria and exopolymers produced by 

zoogleal bacteria. When filamentous bacteria are in excess, the flocs do not settle correctly (bulking 

and foaming phenomena). Methods based on image analysis have been used to detect and characterize 

automatically filamentous bacteria as well as the abundance of exopolymers. Monochrome or colour- 

images have been obtained by optical microscopy with classical (Gram, Neisser, Soudan Black) and 

fluorescent staining (BacLight, FISH). The validation of the different procedures was achieved on 

various full-scale treatment plants in Lorraine. Further experiments were carried out on lab-scale 

continuous and sequential reactors, in order to observe the effect of substrates, of temperature and 

starvation on the behavior of filamentous microorganisms. Under continuous or sequential aeration, 

for the same substrate, different Gram characteristics are observed. The study carried out on 

extracellular polymers with varying carbon/nitrogen ratios reveals that an excess of carbonaceous 

substance favors the production of polymers, which are essential for flocculation. The results obtained 

with the Gram and PHB (presence of lipids) procedures in condition of environmental stress 

(starvation and temperature) have shown that the populations have experienced structural alterations of 

their membranes. We have noticed that in periods of aerobic starvation the lipids which were present 

were used in ambient temperature, whereas in anaerobic conditions the polyphosphates were 

consumed. In absence or presence oxygen at a temperature of 4°C, it seems easier for filamentous 

bacteria to store those two metabolites. The BacLight coloration has shown that it was possible to 

quantify the viability of sludge under aerobic starvation and that filamentous or zoogleal bacteria were 

affected, as opposed to the microfauna. 
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INTRODUCTION GENERALE 
 

 

 

 

D’ici le milieu du 21
ème

 siècle, en seulement cinquante ans la population mondiale aura 

augmenté de cinquante pour cent, passant de six milliards fin 1999 à près de neuf milliards en 

2050 (Conseil Mondial de l’Eau). La consommation quotidienne en eau par habitant dans les 

zones résidentielles s’élève à 600 litres en Amérique du Nord et au Japon et entre 250 et 350 

litres en Europe. Concernant les pays d’Afrique la répartition est toute autre, puisque l’on 

estime la consommation moyenne par habitant et par jour entre 10 et 20 litres. La nécessité de 

protéger l’eau de l’impact des activités humaines devient incontournable puisque la pollution 

porte atteinte à sa capacité d’auto-épuration. Pour maintenir ou améliorer la qualité de la 

ressource en eau, il est donc nécessaire de lutter contre la pollution, par l’assainissement des 

eaux usées domestiques et des rejets industriels ou agricoles.  

 

Les procédés d’épuration des eaux sont très nombreux que ce soit dans le domaine urbain ou 

industriel. La technique la mieux adaptée à chaque situation (bassin aérobie, anaérobie, lit 

bactérien, disques biologiques…) doit être choisie. Le traitement par lagunage a été dans un 

premier temps mis à l’écart, mais il retrouve de nos jours une nouvelle vie. Ce type de 

procédé peut très bien permettre un traitement principal (minéralisation complète de 

l’effluent), ou compléter le traitement d’un effluent qui a été au préalable traité par des 

procédés sus- cités. 

 

Les premiers procédés par boues activées ont été conçus par les Anglais Arden et Lockett à 

Manchester en 1913. Cette technique ne s’est pas développée immédiatement en Europe, mais 

les Etats-Unis l’ont utilisée dès 1918. Elle est réapparue en Europe après la guerre de 1939-

1940. De constantes améliorations ont ensuite été apportées depuis les années 1980 car la 

pollution organique n’est plus la seule à être éliminée. Le sont  également les pollutions 

azotée ou phosphorée. 

 

Le principe général consiste à cultiver des microorganismes principalement aérobies, capables 

de consommer la pollution organique contenue dans les effluents. Les bassins d’aération sont 

des écosystèmes très complexes contenant des bactéries filamenteuses ou non filamenteuses, 

des protozoaires et des métazoaires. Cette microfaune est mise en contact avec de l’eau usée 

pour former la liqueur mixte qui est ensuite acheminée vers un décanteur où l’on sépare la 

biomasse de l’eau épurée. 

 

L’étape de séparation entre la biomasse (boues) et l’eau épurée est prioritaire pour le bon 

fonctionnement d’une exploitation. Sous l’influence de facteurs chimiques (richesse du milieu 

en glucides et lipides) ou physiques (aération…) les bactéries filamenteuses ont la faculté de 

se multiplier rapidement, provoquant des enchevêtrements entre les flocs et empêchant les 

boues de décanter.  
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La prolifération des ces microorganismes est donc « un cauchemar » pour l’exploitant d’une 

station d’épuration. Les principaux dysfonctionnements rencontrés sont généralement le 

foisonnement (bulking) et le moussage. Mais on peut se heurter à d’autres phénomènes 

comme le floc tête d’épingle dû à la présence de très petits flocs, qui provoque une perte de la 

biomasse par la surverse du décanteur : ce désordre est lié cette fois ci à la quasi absence des 

bactéries filamenteuses. 

 

La quantification des microorganismes filamenteux se fait généralement de manière manuelle. 

Sezgin et al (1978) ont développé une procédure pour mesurer la longueur totale des 

filaments. Cette procédure utilise huit classes selon l’abondance des bactéries filamenteuses. 

Plus récemment l’identification manuelle des espèces filamenteuses a été réalisée à l’aide de 

colorations de Gram ou de Neisser. Elle prend également en compte la morphologie des 

microorganismes (Jenkins et al, 1993). Toutes ces méthodes demandent cependant beaucoup 

de temps d’observation pour les opérateurs. Des techniques de biologie moléculaire comme, 

l’hybridation in situ (FISH) couplées à la microscopie optique sont apparues pour 

l’identification et l’énumération des espèces (Blackall et al, 1996 ; Pernelle et al,  2001), à 

condition de disposer des sondes propres à chaque espèce. 

 

De nos jours, il manque encore des dispositifs automatiques capables de suivre l’état 

physiologique des bactéries filamenteuses dans les boues activées avant ou pendant des 

dysfonctionnements biologiques. D’une manière générale, les méthodes de coloration 

« classique » (figure n°1) telles que celles de Gram ou Neisser, à base de Noir de Soudan, Bac 

Light (colorant de viabilité) ou avec un marqueur moléculaire (figure n°1)  permettent de 

mettre en évidence les différentes activités des microorganismes. La quantification du signal 

« couleur » permet de caractériser l’état physiologique des bactéries. 

 

La présence de macromolécules biologiques (exopolymères) dans ces boues, qu’elles soient 

produites par les microorganismes ou présentes dans l’effluent brut joue également un rôle 

important dans la stabilité du floc biologique (Eriksson et al, 1984). Jusqu'à présent, seuls des 

procédés d’extraction de ces polymères étaient envisagés (Lui et al, 2002 ; Frolünd et al, 

1996). L’utilisation de l’analyse d’images nous a permis de développer une nouvelle 

technique de quantification des exopolymères à partir d’une coloration classique à l’encre de 

Chine. 

 

Le lecteur trouvera dans ce manuscrit les différentes techniques d’analyse d’images qui ont 

été développées à partir d’images monochromes ou couleurs. Ce travail est basé initialement 

sur les résultats de Da Motta et al (2001) portant sur l’étude morphologique des flocs par 

analyse d’images. Une des principales différences repose sur la préparation des échantillons. 

En effet, les critères morphologiques ont été révélés non par une observation à l’état frais 

comme chez Da Motta mais par fixation à chaleur douce. Pour aller au-delà de la 

caractérisation morphologique, une quantification physiologique basée sur des colorations 

cytoplasmiques a été développée. 

 

Un ensemble de colorants (Gram, Neisser, Noir de Soudan) permet une caractérisation 

physiologique rapide et peu coûteuse, contrairement à la technique d’hybridation in situ par 

sondes d’oligonucléotides fluorescents (FISH).  
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Etat sec : 250 X 

 
Coloration Gram : 

250X 

 

 

Coloration Noir  de 

Soudan : 250X 

 

Coloration Neisser : 

250 X 

Coloration encre de 

Chine : 100X 

Coloration Bac 

Light : 100 X 

 FISH : 

100 X 

Figure n°1 : Présentation des différentes colorations microscopiques. 

 

L’objectif de ce travail est double: dans un premier temps, développer des procédures 

automatiques d’analyse d’images qui puissent permettre de quantifier les microorganismes 

filamenteux, suivre le métabolisme microbien (poly-β-hydroxybutyrates, polyphosphates, 

polymères extracellulaires) et mesurer la viabilité de la biomasse des boues de façon rapide et 

facile. Dans un second temps, mettre en application ces méthodes sur site ou sur des unités 

pilotes pour déterminer s’il est possible de les utiliser en routine pour détecter les 

changements biologiques. 

 

 
Plan d’étude 
 

Le premier chapitre de ce mémoire présente une brève introduction du principe du traitement 

biologique par boues activées. Il nous renseigne également sur l’identification des différentes 

espèces de microorganismes et de la microfaune présente dans cet écosystème. Le lecteur 

trouvera dans les parties qui suivent des renseignements concernant le rôle des biopolymères 

extracellulaires (EPS), sur la structure biologique des flocs et les techniques de colorations 

microscopiques applicables aux bactéries des boues activées. 

 

Le second chapitre présente les matériels et méthodes employés pour la réalisation de ces 

études. Dans un premier temps sont présentées les différentes installations pilotes (réacteur 

continu à recyclage de boues, réacteur séquentiel discontinu), ainsi que les méthodes 

analytiques nécessaires aux expérimentations et les programmes d’analyse automatique 

d’images utilisés.  
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Le troisième chapitre est consacré à la validation des différentes procédures d’analyse 

d’images. Afin de vérifier la robustesse de la démarche, nous avons réalisé des tests sur des 

boues activées provenant de plusieurs installations de traitement d’eaux usées.  

 

Les stations d’épuration ne rencontrent pas toujours des problèmes de dysfonctionnements 

biologiques. Il était donc nécessaire de créer sur des réacteurs pilotes des conditions de 

croissance particulière (stress environnementaux induits par l’alimentation, la température, 

l’oxygénation, les bactéricides…) pour visualiser les variations morphologiques ou 

physiologiques des bactéries filamenteuses à partir de nos procédures. 
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CHAPITRE 1 
 

Revue Bibliographique 
 

 

 

 

 

 
La revue bibliographique à laquelle est consacrée ce chapitre est divisée en six parties.  

 

La première partie (1.1) est une introduction au principe du traitement biologique par boues 

activées. Sont également décrits l’évolution de la biomasse bactérienne et le métabolisme 

microbien. 

 

La seconde partie (1.2) nous renseigne sur l’identification et la classification des différentes 

espèces de microorganismes et de la microfaune présentes dans les boues activées. 

 

La caractérisation des flocs est décrite dans la partie (1.3). Cette dernière présente les 

différents modèles permettant d’expliquer la formation et la structure des flocs ainsi que le 

rôle des composés polymériques extracellulaires (EPS) situés à l’intérieur et l’extérieur de 

ceux-ci. 

   

La partie (1.4) résume l’ensemble des problèmes de décantation des boues : croissance 

dispersée, bulking, moussage et la partie (1.5) présente les techniques d’analyse (microscopies 

biologie moléculaire, analyse d’images) appliquées à l’identification de la biomasse 

bactérienne. 

 

Enfin dans la dernière partie (1.6), le lecteur trouvera l’ensemble des colorations classiques ou 

fluorescentes utilisées pour l’identification des microorganismes des boues en microscopie 

optique et d’épifluorescence. 
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1.1  Principe du traitement des eaux par boues activées 
 
Le procédé d’épuration par boues activées consiste à mettre en contact dans un réacteur 

biologique aéré des effluents chargés en polluants avec une biomasse épuratrice. 

L’organisation générale d’une station d’épuration est schématisée sur la figure n° 1.1.1.    

 

 

 
Figure n° 1.1.1 : Schéma simplifié d’un système d’épuration par boues activées 

 

 

- Le prétraitement 

 

Il permet d’éliminer les matières les plus grossières susceptibles d’endommager les 

appareillages ou de perturber les étapes ultérieures. On trouve au niveau du prétraitement des 

systèmes mécaniques (dégrilleur, tamis) et des systèmes physiques qui font appel à des 

procédés de décantation pour les sables (déssableur) et de flottation pour les graisses. 

 

- La décantation primaire 

 

Il s’agit d’une décantation qui permet d’éliminer les matières en suspension décantables et 

donc de diminuer la concentration en pollution à l’entrée du bassin biologique. Dans certains 

procédés on utilise des réactifs chimiques pour favoriser la décantation des petites particules. 

Les boues soutirées du décanteur sont dirigées vers le traitement de boues (digestion 

anaérobie, centrifugation, séchage). 

  

- Le bassin biologique 

 
La plupart des procédés destinés à l’épuration des eaux usées d’origine urbaine ou industrielle 

font intervenir une phase biologique aérobie (figure n°1.1.2). Au cours de cette phase, les 

microorganismes dégradent  la matière organique par oxydation et les matières en suspension 

(MES) sont retenues par les bioflocs. Les bactéries retirent de cette opération l’énergie 

nécessaire à leur survie et la synthèse de composés de réserve. L’alternance d’un bassin 

d’anoxie et d’un bassin d’aération permet de réaliser l’élimination des matières azotées. C’est 

dans le bassin d’anoxie qu’a lieu la dénitrification. Il reçoit la liqueur mixte qui assure 

Recirculation
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* Dégrillage

* Dessablage

* Déshuilage.
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l’apport en nitrates formés dans le bassin d’aérobie, les eaux brutes et les boues recirculées 

qui maintiennent la concentration en flore dénitrifiante. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La présence des microorganismes dans le bassin biologique entraîne le développement d’une 

microfaune composée principalement d’organismes prédateurs (protozoaires et métazoaires). 

L’ensemble de tous ces microorganismes représente ainsi l’édifice biologique de la station. 

Les bactéries et la microfaune sont spécifiques du type de traitement de l’installation. De 

nombreuses espèces de bactéries filamenteuses existent normalement en faibles quantités dans 

les boues. Elles ne présentent une gêne pour l’exploitant que lorsque leur développement est 

excessif et qu’elles envahissent le milieu. 

 

- La décantation secondaire 

 

Cette phase du traitement permet de séparer par décantation les flocs bactériens formés dans 

le bassin et l’eau épurée. Une partie des boues épaissies au fond du décanteur est  recirculée 

vers le bassin biologique pour maintenir une concentration optimale en boues. L’excédent des 

boues est extrait et envoyé vers le traitement des boues. L’apparition éventuelle des 

phénomènes de bulking ou de moussage provoque des dysfonctionnements importants au 

cours de cette étape. Le bon fonctionnement de l’étape de décantation secondaire conditionne 

donc l’efficacité du procédé de boues activées.  

 

1.1.1 Présentation succincte de la biomasse épuratrice des boues activées 

 

Les boues sont essentiellement composées de bactéries vivantes et mortes, aérobies 

facultatives de petite taille allant du micromètre au millimètre. A titre d’exemple, le 

dénombrement de la population prélevée sur une station de boues activées donne le type de 

valeurs présentées dans le Tableau 1.1.1. 

 

 
 

Figure n°1.1.2 : Bassin biologique  

(station d’épuration de Toul (54)) 
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Tableau 1.1.1 : Populations des boues  activées (d’après Canler et al, 1999) 
 

Population par litre de boues Espèces 

De 1 à 5 10
5
/ L Métazoaires (rotifères, nématodes) 

10
7
 / L Protozoaires (flagellés, ciliés) 

10
12

 / L Bactéries (floculées, filamenteuses) 

 

Les boues activées forment donc un écosystème très complexe où cohabitent différentes 

souches bactériennes  et une microfaune. Les bactéries trouvées dans les boues peuvent être : 

 

- de type unicellulaire de forme sphérique ou cylindrique (0,5 et 5 µm) 

- de type pluricellulaire dont la taille est souvent comprise entre 10 et 500µm.  

 

Un classement en fonction de la source carbonée est possible :  

 

- les bactéries utilisant à la fois la matière organique comme source de carbone et comme 

source énergétique pour le métabolisme  appelées hétérotrophes.  

- les germes autotrophes utilisant le carbone des bicarbonates et du CO2  comme source 

de carbone.  

Dans les procédés de boues activées, ces deux populations cohabitent alors que leurs 

métabolismes sont très différents. 

  

1.1.2 Evolution d’une culture bactérienne 

 

L’évolution progressive de la masse totale des microorganismes présents dans des procédés 

biologiques aérés ou anoxiques peut se représenter par une courbe spécifique (figure n° 1.1.3). 

On distingue quatre phases principales souvent précédées d’une phase préliminaire (Phase 1).  

 

- Phase (1) de latence (adaptation) : les bactéries synthétisent des enzymes nécessaires à la 

métabolisation du substrat. Durant cette phase, il n’y a pas de production cellulaire et la 

vitesse de croissance est nulle : dx /dt = 0, x étant la concentration bactérienne. 

 

- Phase (2) de croissance exponentielle : pendant cette période, les bactéries se multiplient à 

une vitesse donnée par leur temps de génération  et leur affinité pour le substrat non limitant. 

 

- Phase (3) de ralentissement : elle se caractérise par une diminution de la vitesse de 

croissance. Ce phénomène peut s’expliquer par un épuisement du milieu nutritif ou par 

l’accumulation de produits inhibiteurs provenant du métabolisme bactérien. 

 

- Phase (4) stationnaire : la vitesse de croissance devient nulle. 

 

- Phase (5) de déclin (ou phase endogène) : la population de bactéries vivantes diminue du fait 

du taux de mortalité. Au cours de cette phase, les bactéries consomment de l’oxygène 

nécessaire à leur maintenance : on parle de phase endogène. 
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Figure  n° 1.1.3 : Courbe de croissance des microorganismes 

 (Degrémont, 1989) 

 

1.1.3 Le métabolisme microbien des boues activées 

 

1.1.3.1 Structure des  enveloppes  bactériennes 

 

- La paroi 

 

C’est une enveloppe rigide qui assure la forme de la bactérie. La structure de la paroi est 

différente selon qu’il s’agit de bactéries Gram positif ou Gram négatif. Toutefois on trouve 

dans les deux éventualités un constituant commun, le peptidoglycane.  

 

C’est une macromolécule qui entoure la bactérie et qui est composée de chaînes 

polysaccharidiques reliées entre elles par des petits peptides qui lui donnent une structure 

réticulée. La chaîne polysaccharidique est faite de l’alternance de N-acétyl-glucosamine et 

d’acide N-acetyl-muramique. Le peptidoglycane peut être dégradé par une enzyme comme le 

lysozyme qui rompt la chaîne polysaccharidique. 

 

La méthode de Gram permet de classer les bactéries en deux groupes : Gram+ et Gram-. Cette 

technique repose sur les différences existant au niveau de la paroi bactérienne (épaisseur du 

peptidoglycane). Après l’application du protocole de coloration adéquat, les bactéries Gram+ 

sont colorées en bleu alors que les bactéries Gram- le sont en rose, à partir du cristal violet et 

de la safranine. 

 

La paroi des bactéries Gram positif est relativement épaisse (figure n° 1.1.4) et constituée en 

majeure partie par le peptidoglycane. Cette barrière empêche toute sortie du cristal violet et 

colore en bleu les microorganismes (Beveridge, 1999). On trouve également d’autres 

constituants en moins grande quantité, notamment les acides teichoïques.  

 

La paroi des bactéries Gram négatif est constituée d’une fine couche de peptidoglycane et elle 

est recouverte par une autre couche contenant des protéines, des lipides et des 

lipopolysaccharides (figure n° 1.1.5). La perméabilité de la paroi à l’alcool explique le 

caractère Gram négatif des bactéries. 
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- La membrane cytoplasmique 

 

Elle est située sous la paroi, et contient des protéines et des lipides. Les fonctions de la 

membrane cytoplasmique sont nombreuses. Elle forme une barrière osmotique et contient des 

systèmes de transport qui assurent la pénétration sélective de substances (sucres, ions, acides 

aminés…). On y trouve également  les systèmes enzymatiques qui interviennent dans le 

métabolisme énergétique. 

 

 

 

 
 

Figure n° 1.1.4 : Structure de la paroi Gram+ (Moreda, 2004) 

 

 
 

Figure n° 1.1.5 : Structure de la paroi Gram- (Moreda, 2004) : 

LPS : lypopolysaccharide ; A : protéine : 

 PP : porine : LP : lipoprotéine  BP : protéine Fixatrice ;  

PG : peptidoglycane ; CM : membrane cytoplasmique 
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1.1.3.2 Nutrition bactérienne 

 

La dégradation de la pollution est composée de deux grandes étapes : 

 

- Transport des substrats vers la bactérie 

- Métabolisation du substrat 

 

Les molécules simples ou de petite taille peuvent diffuser à travers la paroi bactérienne, alors 

que les molécules plus complexes doivent être au préalable hydrolysées par des systèmes 

enzymatiques extracellulaires (sécrétés par les microorganismes) avant d’être absorbées. Le 

schéma de la figure n°1.1.3 résume le métabolisme nutritionnel bactérien. Cette étape de 

biosorption est relativement rapide par rapport à celle de métabolisation.  

 

Après la phase d’absorption les molécules subissent une oxydation soit pour produire de 

l’énergie sous forme d’ATP (ATP = Adénosine Tri Phosphate), soit pour synthétiser de 

nouveaux constituants cellulaires. Ces différents constituants servent à l’élaboration et au 

stockage des granules lipidiques, de polyphosphates ou de polysaccharides qui peuvent être 

sécrétés ou excrétés de la cellule pour former du mucilage (Edeline, 1993). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                         

  

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n ° 1.1.6 : Schéma de nutrition bactérienne (d’après Edeline, 1993) 
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1.2 Les microorganismes et la microfaune des boues activées 
 

L’observation rapide et simple par microscopie optique permet d’identifier les protozoaires, 

métazoaires et bactéries filamenteuses de morphologies particulières comme par exemple 

Nocardia sp. Les bactéries filamenteuses des boues activées recouvrent une grande diversité 

de genres bactériens qu’il est nécessaire de pouvoir distinguer. L’utilisation de colorations 

« classiques » telles que Gram, Neisser, Noir de Soudan va donc permettre de caractériser 

facilement la morphologie et la physiologie de ces microorganismes.  

 

1.2.1 La microfaune 

 

Elle représente une quantité de cellules de l’ordre de 10
5
 à 10

7
 individus (Canler et al, 1999) 

par litre de boues activées. Cette microfaune joue un rôle de prédateur des bactéries isolées et 

des bactéries mortes et ainsi participe à la clarification des effluents. Selon l’organisation 

cellulaire des microorganismes, on distingue deux familles principales :  

 

- Les protozoaires  

- Les métazoaires. 

 

1.2.1.1 Les protozoaires  

 

Ce sont des organismes eucaryotes, unicellulaires, mobiles et de taille pouvant aller de 1 à 500 

µm. Ils se nourrissent essentiellement de bactéries (Gerardi et al, 1990) et de molécules 

organiques dissoutes. Le rôle principal de ces protozoaires est avant tout la clarification de 

l’effluent par prédation des bactéries libres. Les protozoaires sont de très bons indicateurs du 

fonctionnement des stations d’épuration. En effet cette microfaune est très sensible aux  

modifications environnementales : substrats, oxygène dissous, toxiques… (Degrémont, 1989). 

La prédation peut être effectuée par broutage des bactéries à la surface des flocs par des 

protozoaires rampants. De plus, certains auteurs notent que le rôle bactériophage au niveau 

des flocs permet de maintenir des populations bactériennes jeunes pouvant assimiler plus 

facilement la matière organique (Rejsek, 2002). 

 

Il existe un grand nombre d’espèces de protozoaires fixés ou mobiles au niveau des flocs. 

D’après Madoni et al (1994), ce sont en général des ciliés (Vorticelles, Epistylis…) de l’ordre 

de 10
6
 individus /L. L’âge des boues est un facteur important intervenant au niveau de la 

croissance des protozoaires. La figure n° 1.2.1 nous présente l’évolution des différents 

groupes de microorganismes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 1.2 .1 : Evolution des microorganismes en fonction 

                  de l’âge des boues (Canler et al, 1999) 
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1.2.1.2   Les métazoaires 

 

Les métazoaires sont des organismes pluricellulaires dont la taille peut aller de 100 µm à 1 

mm. Leur organisation cellulaire est plus complexe que celle des microorganismes 

unicellulaires et leur cycle de croissance est très lent. On les trouve essentiellement dans des 

installations avec des âges de boues élevés (stations à faible charge ou aération prolongée).  

 

Parmi les principaux métazoaires présents dans les boues activées des stations d’épuration, on 

retrouve essentiellement deux familles : 

 

- Les nématodes  

- Les rotifères. 

 

Les nématodes sont présents dans les boues subissant une digestion aérobie. On les trouve 

dans les flocs (Canler et al, 1999) et leur rôle de prédateur bactérien leur permet de contribuer 

au renouvellement de la biomasse épuratrice. 

 

Un âge de boue élevé est favorable au développement de rotifères. Leur présence stimule 

l’activité et la décomposition de la microflore (algues). Assez sensibles aux composés 

toxiques, ils se développent dans des boues âgées et bien oxygénées. (Degrémont, 1989). 

 

1.1.2 Les principales communautés bactériennes des stations d’épuration 

 

L’examen microscopique des boues montre qu’il s’agit d’un milieu hautement complexe où 

se rencontre un grand nombre de bactéries libres, filamenteuses ou floculées. Cette microflore 

représente 10
11

 à 10
12

 bactéries par litres de boues activées (Pseudomonas, Micrococcus, 

Flavobacterium…). 

 

1.2.2.1 Les microorganismes responsables de l’élimination de l’azote 

 

a) Au cours de la nitrification 

 

Les approches moléculaires et plus particulièrement le séquençage des acides nucléiques ont 

permis d’établir les caractéristiques phylogénétiques de ces bactéries. 

 

Les bactéries nitrifiantes se répartissent en deux groupes : 

 

- Un groupe oxydant l’ammonium en nitrites : les bactéries nitritantes 

 

- Un groupe oxydant les nitrites en nitrates : les bactéries nitratantes 

 

Ces bactéries se présentent en agrégats sous forme de zooglées. Leur taille est de l’ordre du 

µm. Les cellules ont généralement des formes de sphère, de bâtonnet, d’ellipse et peuvent être 

mobiles (existence de flagelles) ou non. Parmi les deux groupes de microorganismes, on 

trouve (figure n° 1.2.2) : 

 

- Chez les nitritantes : Nitrosomonas, Nitrosococcus, Nitrosospira, Nitrosolobus et 

Mitrosovibrio. 

 

- Chez les nitratantes : Nitrobacter, Nitrospina, Nitrococus, Nitrospira 
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        Figure n° 1.2.2 : Arbre phylogénique des protéobactéries (Teske et al, 1994) 

 

De manière générale, les bactéries responsables de la nitritation appartiennent aux genres 

Nitrosomonas (Suwa et al, 1994) et Nitrosococcus (Juretschko et al, 1998) et celles 

responsables de la nitratation appartiennent aux genres Nitrobacter et Nitrococcus. Elles sont 

lithotrophes et utilisent de l’énergie dégagée pour assimiler le carbone minéral (autotrophe) 

sous forme de CO2 . 

 

La réaction de nitrification se décompose en deux étapes : 

 

NH4
+
 + 3/2 O2 → NO2

- 
 +  2 H

+
 + H2O (Nitritation)           ∆G’0   = -259,5 kJ/moles 

 

NO2
- 
 + ½  →  NO3

- 
  (Nitratation)               ∆G’0  = -75,50 kj/moles 

 

L’enthalpie libre dégagée lors de la réaction permet la resynthèse de l’ATP. La nitritation 

nécessite l’intervention de deux enzymes : l’ammoniaque mono oxygénase et 

l’hydroxylamine oxydase. 

 

b) Au cours de la dénitrification 

 

Au cours de la dénitrification l’ion NO3
- 

 est l’accepteur final d’électrons au niveau de la 

chaîne de respiration. Les principales bactéries concernées sont : Alcaligenes, Bacillus, 

Thiobacillus et Pseudomonas.  
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Elles sont hétérotrophes et présentent une vitesse de croissance élevée. 

 

La réaction globale de dénitrification s’écrit : 

 

NO3
- 
 + H3O

+
 → N2 + 3H2O + 5/2 O2 

 

 

 

Il est à noter que les vraies bactéries dénitrificatrices possèdent un système enzymatique 

(nitrate réductase) permettant la réaction du protoxyde d’azote : 

 

NO3
- 
 + 2 e

-
 + 4 H

+
 → N2O + 2H2O 

 

En réalité la dénitrification nécessite quatre systèmes enzymatiques (Tableau 1.2.1).  

 

Tableau 1.2.1 : Système enzymatique intervenant dans la dénitrification  

(Cardot, 1999) 

 

Enzyme Nitrate 

réductase 

Nitrite réductase Oxyde nitrique 

réductase 

Oxyde nitreux 

réductase 

 

Réaction 

 

 

NO3   →   NO2
-
 

 

NO2
-   →   NO 

 

NO →   N2O 

 

N2O   →   N2 

 

 

1.2.2.2 Les microorganismes responsables de l’élimination du phosphore 

 

Les bactéries impliquées dans la déphosphatation sont répertoriées dans la littérature en deux 

grandes familles (Wagner, 2002). 

 

- Les PAO : (Polyphosphate Accumulating Organisms)  

 

Ce sont des organismes capables de stocker des PHA (polyhydroxyalkanoates) en anaérobiose 

en utilisant de l’énergie issue de l’hydrolyse des phosphates et de consommer les 

orthophosphates en condition aérobie en hydrolysant les PHA. 

 

Les récents travaux de Seviour et al (2003) montrent que les principales bactéries appartenant 

au groupe des PAO  sont : Acinetobacter spp, β- Proteobacteria, Actinobacteria et  

Rhodocyclus  (figure 1.2.3). 

 

On trouve parmi les espèces bactériennes responsables du phénomène de déphosphatation 

biologique, majoritairement, le genre Acinetobacter spp. C’est un coccobacille aérobie strict, 

Gram négatif, utilisant comme substrat carboné, l’acétate, l’éthanol et le succinate mais en 

aucun cas le glucose et le lactose. 

 

- Les GAO : (Glycogen Accumulating Organisms): 
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Ces microorganismes peuvent consommer du glucose et stocker des PHA grâce à l’hydrolyse 

du glycogène. On recense de manière générale parmi ces bactéries, les Gamma-

protéobactéria et les G-Bacteria (figure 1.2.3). 

 

Figure n° 1.2.3 : Arbre phylogénique des PAO et GAO (Seviour, 2003) 

 

1.2.2.3 Les bactéries filamenteuses 

 

a) Classification 

 

Eikelboom (1975) a observé un grand nombre de bactéries filamenteuses (26 espèces) dans 

différentes stations d’épuration, et a bâti une classification comprenant sept groupes (tableau 

n°1.2.2). 

 

Les différents échantillons sont observés par microscopie optique en illumination directe ou 

contraste de phase. Cette classification est basée d’une part sur la morphologie des filaments 

(vraies ou fausses ramifications, filaments mobiles, coloration de Gram…) et d’autre part sur 

l’absence ou la présence d’inclusions cellulaires (granules de polyphosphates, de poly-β-

hydroxybutyrate et de soufre (tableau n°1.2.3)). 
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Tableau 1.2.2 : Classification I des bactéries filamenteuses (Eikelboom, 1975) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1.2.3 : Classification II des bactéries filamenteuses (Jenkins et al, 1993) 

 

G : Gram ; N : Neisser ; (+) présence ; ( -) Absence

Ovoïdes+-+> 500+--S. natans

Formes

rigides
+--10-20+++Nocardia spp

non

Cloisonnées
-++20-100---H. Hydrossis

Souples et non

Cloisonnées
---100-200+-+/-N. Limicola II

Formes 

souples
---100-400+++M. Parvicella

Rectangulaires--+50-200+--Thiothrix II

Rectangulaires--+100- >500++/-+/-Thiothrix I

Cloisonnement---100- >500++/-+/-Beggiatoa

Carrées+-50-200++/-+/-Type 0914

Rectangulaires+--100- >500---Type 1851

Ovoïdes---60- >500++/--Type 021N

Rectangulaires-+++60-160-+/-+/-Type 0675

Rectangulaires-+++100-600-+/-+/-Type 0041

Discoïdes-++20-80+--Type 1701

CellulesRamificationsAdhérencesGainesLongueur

filaments

µm

PHBNGTypes de 

filaments
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Une approche plus abordable a été mise au point par la suite : la classification de Wanner et al 

(1989) repose sur cinq groupes de microorganismes classés suivant les conditions du milieu 

environnemental (aérobies, anaérobies, sulfures, âge des boues…). Cette méthode est 

relativement simple d’utilisation en laboratoire et constitue en général la première méthode de 

caractérisation.  

 

Pourtant cette technique a ses limites car parfois la morphologie et les colorations 

microscopiques des microorganismes peuvent varier suivant les conditions environnementales 

(Beveridge, 1990). 

 

En effet, certaines bactéries comme Microthrix parvicella ou Eikelboom 1863 sont Gram 

variables. De plus, une autre difficulté peut être rencontrée au niveau des microorganismes 

comportant des granules de sulfure. La différenciation des filaments du genre Thiothrix, Type 

021 ou Leucothrix  sans les granules de sulfure reste très difficile. 

 
b) Taxonomie des principales bactéries filamenteuses   

 

 Microthrix parvicella (d’après Richard et al, 1989) 

 

Microthrix parvicella est une bactérie appartenant au groupe IV de la classification 

d’Eikelboom. Elle peut être caractérisée morphologiquement par des filaments de taille 

supérieure à 200 µm de longueur (tableau n° 1.2.2 et 1.2.3), avec une largeur de trichome* de 

0,5 à 0,8 µm et sans adhérence. Microthrix parvicella est une bactérie Gram positive, Neisser 

positive et Noir de Soudan positive. On la trouve de manière importante en Europe, lors des 

phénomènes de dysfonctionnement (bulking, moussage) des stations d’épuration (Westlund et 

al, 1996 ; Hwang et al, 1998). 

 

Le métabolisme de Microthrix est particulier car il puise ses besoins en carbone organique 

essentiellement dans les acides gras à courtes et longues chaînes (Virgolet, 1994). Cette 

souche est également capable de synthétiser dans des conditions anaérobies des poly-β-

hydroxybutyrates et polyphosphates. Des fluctuations d’oxygène dissous ainsi que des 

aérations intermittentes ont tendance à stimuler la croissance de ce type de microorganisme 

(Scuggs et al, 1998).  

 

 Nocardia spp 

 

Nocardia spp est caractérisée par de nombreuses et courtes ramifications de longueur 

inférieure à 100 µm et par une largeur des trichomes allant de 1 à 2 µm. Les filaments sont 

visibles dans un plan unique, et les réactions de coloration Gram et Neisser sont positives. La 

mise en évidence de granules avec la coloration du Noir de Soudan indique un stockage de 

poly-β-hydroxybutyrate. 

 

Les cultures de ces souches sont relativement faciles à 25-30 °C sur des milieux comprenant 

une source de carbone, des extraits de levure, du glucose et du tryptophane (Soddell et al, 

1996). 

 

 

 

*Trichome : cellules très courtes qui constituent la bactérie filamenteuse. 



  Chapitre 1 – Revue Bibliographique 

 19

Ce microorganisme joue un rôle important dans la formation et la stabilisation du moussage 

biologique dans les procédés de boues activées. 

  

D’après Soddell et al 1996, la croissance de Nocardia spp peut être facilitée par la présence de 

substrats hydrophobes (acides gras) par rapport aux substrats hydrophiles comme le glucose. 

La bactérie supporte des carences en N et P. Ces actinomycètes sont considérés comme des 

germes aérobies stricts et ne peuvent se développer sans oxygène (G.I.S  Mousses, 1993). 

 

 Sphaerotilus natans  (d’après Richard 1989) 

 

Sphaerotilus natans est caractérisée par une longueur de filament d’environ 500 à 1000 µm, 

par de faux branchements, et des trichomes qui contiennent des granules de PHB. On 

remarque souvent des organites unicellulaires accrochés aux filaments, et les réactions Gram 

et Neisser sont négatives. C’est un des principaux agents du bulking filamenteux.  

 

La croissance excessive de Sphaerotilus natans est généralement due à une faible 

concentration en oxygène ou à une carence en nutriments (azote, phosphore…). 

 

Thiothrix, Type 1863, Type 021 

 

Thiothrix et Type 021 sont fréquemment trouvées dans le foisonnement des boues (Terry et al 

1985). De manière générale, Thiothrix, Type 021 et 1863 sont des bactéries Gram négatives et 

possèdent des granules de sulfures. Ces sulfures peuvent provenir d’effluents industriels ou de 

la biodégradation de composés soufrés présents dans les stations d’eau urbaines (Tandoï et al 

1994). 

 

Ces auteurs ont réalisé des essais d’isolation par micromanipulation de bactéries 

filamenteuses de boues activées provenant de stations italiennes. Ils ont montré qu’il est 

possible de réaliser des cultures pures de souches du genre Thiothrix en présence d’acétate, de 

thiosulfate ou de bicarbonate. 

 

Nostocoida limicola 

 

Nostocoida limicola est une bactérie que l’on rencontre souvent au cours des phénomènes de 

bulking ou de moussage dans les stations d’épuration plutôt de type industriel. Trois formes 

de Nostocoida limicola sont décrites dans la littérature (Eikelboom 2000) : 

 

- Nostocoida limicola I  (diamètre des cellules : 0,6 - 0,8 µm) 

- Nostocoida limicola II (diamètre des cellules : 1,2 - 1,4 µm) 

- Nostocoida limicola III (diamètre des cellules : 1,6 - 2 µm) 

 

Au cours de leurs travaux, Novak et al (1990) ont étudié en détail les caractéristiques de ce 

microorganisme. Les différences se retrouvent essentiellement au niveau de la taille des 

cellules et du trichome inférieur à 200 µm. La croissance de Nostocoida limicola peut être 

stimulée dans des conditions anaérobies par des composés de type hydrates de carbone ou 

alcools. 
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La coloration au Noir de Soudan indique la présence de granules de PHB, et la réaction de 

Neisser est négative alors que celle de Gram est positive (Blackall et al, 2000). 

 

La figure n° 1.2.4 présente quelques images de bactéries filamenteuses et non filamenteuses 

des boues activées de stations de traitement d’eaux usées. 

 

 

 

 
 

Image 1 : Rhodococccus (PHB) 

Coloration Noir de Soudan γ: 400X 

 

 
 

Image 2 : Rhodococcus (Seviour 2003) 

Coloration DAPI  

 
 

Image 3 : G- Bacteria (Seviour 2003) 

 
 

Image 4 : Bactéries filamenteuses 

Etat sec γ: 100 X 

 

Figure n° 1.2.4 : Bactéries filamenteuses et non filamenteuses des boues activées 

 

 

 

 

 

Spaerotilus 

natans 

Type 0041 

Nocardia 

               

Nostocoida  

Limicola 
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1.2.3 Les substances de réserve chez les microorganismes des boues 

 

La majeure partie des microorganismes filamenteux ou non filamenteux des boues activées 

possède des polymères de stockage comme les PHA (poly-β-hydroxyalkanoate), les PHB 

(poly-β-hydroxybutyrate), le glycogène, ou les polyphosphates. Les microorganismes 

capables d’accumuler les granules de PHA sont facilement identifiables avec les colorations 

Noir de Soudan et  Bleu du Nil. Pour visualiser les polyphosphates, les colorations les plus 

utilisées sont Neisser, Loeffler et plus récemment le DAPI. 

  

1.2.3.1  Les poly- β- hydroxyalkanoates  

 

Les poly-β-hydroxyalkanoates sont des granules intracellulaires présents chez les procaryotes 

dont la taille peut varier de 0,2 à 0,5 µm.  Ils constituent les réserves en carbone et en énergie. 

Les polymères de ce type sont en général des chaînes linéaires de longueur variable qui sont  

enfermées dans des granules (Dawes et al, 1973). 

 

Au cours de leurs travaux, Steinbüchel et al (1995) ont montré l’existence d’une grande 

diversité de polyalkanoates chez les microorganismes non filamenteux.  

 

La structure générale des poly-β-hydroxyalkanoates (PHA) est donnée dans la figure n° 1.2.5 

(Lee et al, 1999) 

 

 
Figure n° 1.2.5 : Structure  du PHA 

 

 

Si n = 1 et R = CH3 on forme un poly-β-hydroxybutyrate ou PHB (figure n° 1.2.6). 

 

Si n = 1 et R = C2H5 on forme un poly-β-hydroxyvalérate ou PHV (figure n° 1.2.6). 

 

 

                                
Poly-β-hydroxybutyrate                                         poly-β-hydroxyvalerate 

 

Figure n° 1.2.6 : Structure du PHB et PHV 
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Dans des conditions anaérobies : les bactéries utilisent le carbone organique présent dans les 

boues activées pour synthétiser l’acétate. Cet acétate est converti par la suite par les 

microorganismes (Acinétobacter, Moraxella…) en PHB.  La synthèse de six moles d’acétate 

est couplée à la glycolyse d’une mole de glycogène (figure n° 1.2.7). 

 

L’énergie nécessaire au stockage des PHB provient de l’hydrolyse des polyphosphates, ce qui 

explique le relargage des phosphates dans le milieu.  

 

 

 

            6ATP 

         

         6 Acétate                  2CO2 

         (Extracellulaire)       

         1 Glycogène 

         (Intracellulaire)      

 

 

Figure n° 1.2.7 : Stockage du PHB (Mino et al, 1987) 

 

Dans des conditions anaérobies : chez les microorganismes PAO, le glycogène peut être 

dégradé par des voies métaboliques différentes et produire de l’ATP et du PHV (figure 1.2.8). 

 

         

 

 3Glycogène       

                    6 ATP 

         

 

 

Figure n° 1.2.8 : Stockage du PHV (Mino et al, 1987) 

 

Dans les conditions aérobies: le PHB est utilisé comme substrat organique pour la croissance 

et la reconstruction des réserves de polyphosphates (figure 1.2.9). 

 

 

  

 

 

        

 

 

 

 

 

 

Figure n° 1.2.9 : Stockage des polyphosphates (Maurer et al, 1997) 
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Dans des conditions d’aération et en présence de substrat carboné (acétate) Brdjanovic et al 

(1998) observent une production de polyphosphates liée non seulement à la dégradation des 

PHB mais également aux quantités de polyphosphates existant dans la cellule initialement. Ils 

notent également que, dans des conditions de famine aérobie, le glycogène ne peut pas 

remplacer le rôle du PHB pour la synthèse des phosphates.  

 

Les travaux effectués par Klaus et al (2001) sur le stockage et la dégradation du PHB dans des 

conditions aérobies en présence d’acétate, suivies d’une phase de famine, ont permis de 

montrer qu’il y a synthèse de PHB et consommation d’acétate pendant la phase d’ajout 

d’acétate et diminution du PHB et fabrication du glycogène en période de famine. 

 

1.2.3.2 Les polyphosphates 

 

Les granules de polyphosphates stockées chez les bactéries de type PAO, sont appelées 

« granules de volutine », car elles ont été trouvées pour la première fois chez Spirillum 

volutans. Les polyphosphates sont des polymères linéaires composés de monomères d’ortho-

phosphates. 

 

On note également que les relations entre polyphosphates et PHB sont étroites. En effet, 

l’énergie nécessaire pour la transformation du substrat carboné en PHB, dans des conditions 

anaérobies, provient de l’hydrolyse des polyphosphates intracellulaires (Maurer et al, 1997) 

 
1.2.3.3 Le glycogène 

 

Le glycogène est un polymère composé de monomères de glucose reliés par des liaisons α (1-

4) et α (1-6). D’après Maurer et al (1997), en condition anaérobie, le glycogène est consommé 

afin de convertir les acides gras en phosphates. 

 
1.3 Caractérisation des flocs biologiques 

 
L’examen microscopique des boues activées montre qu’il s’agit d’un milieu hautement 

complexe, où se rencontrent des microorganismes procaryotes, des algues, des champignons, 

des métazoaires et des protozoaires. Les microorganismes présents dans le bassin d’aération 

sont maintenus sous forme de flocs bactériens, constitués d’exopolymères sécrétés par 

certaines familles bactériennes. 

 

1.3.1 Les bactéries filamenteuses et la biofloculation 

 

1.3.1.1 Modèle de formation des flocs (d’après Erikson et al, 1984) 

 

Erikson et al (1984) ont proposé un modèle de formation des flocs basé sur des attractions et 

des répulsions électrostatiques. Dans ce modèle, les flocs bactériens sont formés par des 

bactéries se présentant sous la forme de bâtonnets et chargées négativement à pH neutre. 

Lorsque le procédé de formation des flocs est stable, la production de biopolymères (EPS) 

issus du métabolisme bactérien est beaucoup plus importante. Ce phénomène permet la 

création de liaisons plus fortes entre les flocs. Cependant un excès d’EPS peut provoquer à 

l’inverse une dispersion des flocs. Ces biopolymères sont généralement libérés au cours du 

métabolisme bactérien ou de la lyse cellulaire.  
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On les trouve également parfois dans des eaux usées en présence d’acides humiques, de 

cellulose ou de protéines (figure n°1.3.1). Ceux-ci jouent un rôle primordial dans la formation 

et la stabilité des flocs. La présence des bactéries filamenteuses peut  favoriser la formation 

des flocs bactériens dans certaines conditions : carence en azote, phosphore ou oxygène et 

abaissement du pH. 

. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n°1.3.1 : Composition des eaux usées (Degrémont, 1989)  

 

Une bonne décantation nécessite donc un équilibre entre les microorganismes qui forment les 

flocs, les bactéries filamenteuses et la quantité d’exopolymères existant dans les flocs 

bactériens. 

 

Jorand et al (1994) ont décrit la structure de flocs bactériens des boues activées en utilisant 

plusieurs méthodes :  

- l’observation microscopique 

- la dispersion des flocs par sonification  

- l’analyse par granulométrie laser.  

-  

Leurs observations ont donné lieu au modèle  présenté dans la figure n° 1.2.3. 

 

 
 

Figure n° 1.2.3 : Modèle d'un floc de boue 

                                                  activée selon Jorand et al, 1994 
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Il est composé de trois niveaux structurels : 

- les particules primaires de taille 2,5 µm 

- les particules secondaires (taille 13µm) reliées par des exopolymères  

- une structure tertiaire de 125µm.  

 

Après observation en microscopie électronique, ils ont montré que la matrice permettant la 

cohésion des cellules est bien composée de polysaccharides (Polymères I et II), et qu’il existe 

une relation entre la taille, la densité et la vitesse de décantation des flocs des boues activées. 

  

 

1.3.1.2  Modèle de formation des flocs (Jenkins et al, 1993)  
 

Les flocs possèdent deux niveaux de structure : 

- la microstructure  

- la macrostructure 

 

La microstructure est formée de microorganismes (bactéries zoogléales) produisant des 

exopolymères. Ces composés vont jouer le rôle de polyélectrolytes et favoriser la floculation. 

Ils sont composés en grande partie d’hydrates de carbone et représente 15 % du poids de la 

matière sèche (Frolünd et al, 1994). 

 

La macrostructure est fournie par les bactéries filamenteuses internes aux flocs. 

 

La microstructure permet donc la formation de petits flocs sphériques et compacts, alors que 

la macrostructure conduit à un floc plus compact, à l’intérieur duquel les microorganismes 

sont reliés au squelette filamenteux par l’intermédiaire de polymères extracellulaires. 

 

1.3.2 Les composés  extracellulaires contenus dans les flocs 

 

1.3.2.1 Leurs origines 

 

D’après Urbain et al (1993), les EPS peuvent avoir deux origines :  

- la première serait en relation avec le métabolisme des microorganismes et la lyse 

bactérienne 

- la seconde serait plutôt liée à la composition du milieu de l’effluent.  

Les fonctions exactes des EPS sont encore mal connues (Urbain et al, 1993) du fait de leurs 

compositions très hétérogènes. Ces polymères jouent un rôle considérable que ce soit en tant 

que réserves énergétiques, barrières défensives, agents d’agrégation bactérienne ou de 

floculation des boues activées (Jenkins et al, 1993). 

 

Sutherland et al (1972) ont distingué  trois types de polysaccharides d’origine bactérienne. 

 

- Les polysaccharides intracellulaires qui sont en général des granules de réserve 

cytoplasmique chez les microorganismes (glycogène). 

 

-  Les polysaccharides qui constituent la paroi cellulaire (lipopolysaccharides)  

 

- Les polysaccharides qui se trouvent dans le milieu extracellulaire: (exopolysaccharides 

bactériens).  
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Certaines souches bactériennes du genre Pseudomonas sont capables d’excréter des 

polysaccharides formant des capsules localisées sur la paroi, fournissant des sites 

électronégatifs pour la fixation de certains ions métalliques. Lorsque ces capsules sont 

libérées dans l’environnement, on parle de « slime ». On note également que les bactéries de 

type Zooglea ramigera des boues activées produisent des EPS chargés négativement formant 

une matrice gélatineuse.  

 

1.3.2.2 Le rôle et la composition des EPS 
 

Des études réalisées par Frolünd et al (1996) sur différentes stations urbaines ont permis de 

montrer que les polymères exocellulaires constituent la majeure partie de la matière organique 

des flocs et que ceux-ci représentent environ 10 à 15 % de la biomasse cellulaire. 

 

Sponza en 2003 a montré que les EPS favorisent la croissance des flocs par le phénomène 

d’agglomération bactérienne  et que la composition chimique des polymères contenus dans les 

boues est étroitement  liée à la nature de l’effluent.  

 

Laspidou et al. (2001) ont observé deux formes d’exopolymères : 

- les EPS liés à la biomasse du floc 

- les EPS solubles (macromolécules solubles, colloïdes). 

 

La majeure partie des polymères extracellulaires présents dans les flocs des boues activées des 

bassins d’aération est composées de polysaccharides, de protéines, de petites quantités 

d’acides nucléiques, d’acides humiques ou de carbohydrates (Pavoni et al, 1972). 

 

Les EPS présentent de nombreux groupes fonctionnels de type carboxylate, sulfate, phosphate 

qui influent sur la charge portée par les flocs des boues et contribuent aux interactions entre 

flocs (Wilén et al 2003). Ces mêmes travaux montrent également que l’aptitude à la 

floculation est étroitement liée à la concentration en protéines, carbohydrates et ADN.  

 

Sponza (2002) n’a pas observé de corrélation significative entre la quantité de carbohydrates 

et l’indice de Mohlman*, mais l’auteur a remarqué qu’une grande quantité de protéines 

contenues dans les EPS favorise la décantation des boues.  

 

Des travaux récents de Jin et al (2003) ont montré que des teneurs en protéines, substances 

humiques, carbohydrates peuvent être corrélées positivement avec l’indice de Mohlman. Le 

rôle joué par les forces d’interaction dans les phénomènes de biofloculation est souvent mis 

en avant. De nombreux auteurs montrent que les interactions hydrophobes ont un rôle 

important dans la formation de flocs (Urbain et al, 1993 ; Jorand et al, 1994). Zita et al (1997) 

ont observé une forte corrélation entre l’hydrophobicité des microorganismes et leur degré de 

liaison aux flocs. 

 

Les recherches de Higgins et al (1997)  sur les protéines de type lectine (d’origine bactérienne 

ou virale) dans les fractions d’exopolymères ont permis d’émettre un nouveau modèle de 

biofloculation. En effet, cette protéine serait à l’origine de ponts entre les glucides des EPS 

lorsque des cations divalents (Ca
2+

, Mg
2+

) sont présents (figure n° 1.3.3). 

 

*Indice de Mohlman : volume occupé par 1 gramme de boues après 30 minutes de 

décantation. 
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Figure n° 1.3.3 : Modèle de biofloculation (Higgins et al, 1997)   

 

Cloete et al (2001) remarquent qu’au cours des traitements biologiques des phosphates, des 

clusters de cellules bactériennes associés aux EPS peuvent contenir 57 à 60 % de phosphates, 

alors que les EPS extracellulaires seuls n’en contiennent que 30 %. Il semble donc que le 

traitement des phosphates ne porte pas uniquement sur la capacité de stockage des 

microorganismes mais également sur le pouvoir qu’ont les exopolymères de stocker ces 

phosphates. 

 

1.3.2.3 Mise en évidence des EPS 

 

Afin d’estimer la quantité d’exopolysaccharides contenue dans les boues, de nombreuses 

méthodes d’extraction ont été développées. Les techniques de spectrophotométrie UV/Visible 

de Dubois (1956) et Lowry (1951) permettent ensuite de quantifier de façon globale les 

polysaccharides et les protéines.  

 

Des résines échangeuses de cations ont été utilisées (Frolund et al, 1996) pour démontrer la 

variabilité des EPS contenus dans différentes stations d’épuration biologique. Un des 

avantages de cette méthode est le faible pourcentage d’ EPS provenant de la lyse bactérienne.  

 

La sonification réalisée  dans  différentes solutions (PBS, EDTA) est utilisée par Matias et al 

(2003) pour extraire des exopolymères extracellulaires des boues activées. Ils appliquent cette 

méthode pendant des temps très courts (30s) de sonification et observent l’état des boues en 

microscopie électronique. Il s’avère que la lyse bactérienne est minimale en présence du 

tampon PBS.  

 

Liu et al (2002) ont comparé différentes méthodes d’extractions (EDTA, résines cationiques, 

formaldéhyde -NaOH) sur des boues issues de traitement aérobie et anaérobie, et ont montré 

que l’extraction des EPS par le formaldéhyde - NaOH est la plus efficace.  

 

Les travaux récents de Görner et al (2003) ont permis de séparer par chromatographie liquide 

haute pression les exopolysaccharides contenus dans les boues selon leur taille ou masse 

moléculaire. Les quantités de matière recueillies dans chaque prélèvement ont ensuite été 

étudiées par micro spectroscopie infrarouge. A partir des spectres, les auteurs ont pu élaborer 

des bases de données chimiques des EPS présents sur différents sites. 
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1.4 Les problèmes de décantation des boues 

 
La décantation des boues activées est principalement conditionnée par la qualité de la bio- 

floculation. De nombreux paramètres comme : le substrat, la concentration en substrat, la 

concentration en oxygène et la présence de bactéries filamenteuses peuvent interagir sur  cette 

floculation. 

 

1.4.1 La croissance dispersée 

 

Ce phénomène est causé par l'absence de floculation au niveau de la microstructure du floc. Il 

peut être engendré par la présence de bactéries non floculantes ou par la faible 

biodégradabilité d'agents tensioactifs (Jenkins et al, 1993). 

 

D’après Novak et al (1993), ce type de boue possède une charge massique élevée et 

généralement le peuplement bactérien se limite aux microorganismes libres et à quelques 

protozoaires. 

 

1.4.2 Le bulking zoogléal   

 

Dans ce type de bulking, le floc est de petite taille et sa densité est très faible. De plus, on note 

une vitesse de décantation très faible, avec un indice de Mohlman (volume occupé par 1 

gramme de boues après 30 minutes de décantation) supérieur à 150 ml/g. On l’appelle 

également bulking visqueux (Al-Yousfi et al, 2000). 

 

Les travaux de Novak et al (1994) ont montré que dans ces conditions on avait une 

surproduction de polysaccharides  dans le milieu, une augmentation de turbidité de l’effluent 

et formation de mousses en surface des ouvrages. 

 

 1.4.3 Le bulking filamenteux  

 

Le bulking filamenteux ou foisonnement (figure 1.4.1) est un phénomène qui se produit en 

présence d’un grand nombre de bactéries filamenteuses. Les filaments dépassent  la limite du 

floc et créent quelquefois des jonctions entre les flocs. La teneur en boue est très élevée et son 

indice de Mohlman est supérieur à 200 ml/g, engendrant une très mauvaise décantation.  

 

Madoni et al (2000) ont réalisé des suivis sur 167 stations d’épuration en Italie et il s’est avéré 

que 81 présentaient ce problème. Les observations microscopiques réalisées ont montré la 

présence majoritaire  de Microthrix parvicella dans 60 % des exploitations, Nostoicola 

limicola dans 58% et le Type 0041 dans 44%.  

 

Blackbeard et al en 1988 ont étudié huit installations d’Afrique du Sud présentant ce 

problème de foisonnement et ont isolé dans les liqueurs mixtes les microorganismes suivants : 

le Type 0092 dans 82% des exploitations, les Types 0675 et 0041 dans 39% et le Type 0914, et 

Microthrix parvicella dans 33%. 
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Richard en 1989 a étudié 270 stations de boues activées de 35 états des Etat Unis et a 

remarqué la présence importante du Type 1701, 021 , 0041 et de Nocardia Spp. Les facteurs 

pouvant déclencher de tels dysfonctionnements peuvent être nombreux :  

 

- composition riche en hydrate de carbone,  

- carences en N, P, 

- présence de composés soufrés. 

 

 

Figure n° 1.4.1 : Image de flocs et filaments lors 

d’un foisonnement (bulking) 

 

1.4.4 Le moussage 

 

Le moussage se caractérise par le développement d’une écume plus ou moins épaisse en 

surface du bassin d’aération. Il est souvent associé à des bactéries filamenteuses qui se 

développent en excès et forment des flocs hydrophobes. Ceux-ci emprisonnent des bulles d'air 

et la densité des flocs diminue. Cette mousse peut induire un débordement du bassin 

d'aération provoquant des pertes en biomasse. Figure 1.4.2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 1.4.2 : Le moussage d’après Stratton, 1998 

 

L’identification des bactéries filamenteuses représente une étape essentielle dans la 

caractérisation du moussage. Tous les microorganismes ne sont pas responsables de ce 

phénomène, mais dans un grand nombre de cas, ils sont en mesure de provoquer des 

difficultés de décantation et des débordements des bassins d’aération.  
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Duchène et al (1998) ont expliqué le phénomène de moussage par la présence de bactéries 

hydrophobes, alors que le bulking proviendrait de bactéries hydrophiles. Richard (1989) a 

considéré que le moussage serait dû à la présence de Nocardiaformes. Sodell et al (1996) ont 

observé que la présence de substrats hydrophobes (huile d’olive) influait favorablement sur le 

développement de Nocardia pinensis contrairement aux substrats hydrophiles (glucose). 

 

Les travaux de Viloget (1994) sur le moussage biologique et physicochimique ont permis 

d’identifier différentes souches bactériennes. Il a observé la présence de Nocardia, bactérie 

aérobie à faible taux de croissance, se développant essentiellement dans des conditions d’âge 

de boues élevé en présence d’acide gras à courtes chaînes et de Microthrix parvicella puisant 

ses besoins en carbone organique au niveau des acides gras à courtes et longues chaînes.  

 

1.5 Les méthodes d’observation  appliquées à la biomasse bactérienne 

 
1.5.1 Les méthodes de microscopie 
 
1.5.1.1  Microscopie optique simple 

  
Le microscope optique est composé de différentes parties (figure n°1.5.1). Il permet d’obtenir 

des grossissements pouvant aller environ de 45X à 1000X. C’est un appareil d’observation 

très utilisé dans le domaine des boues activées pour estimer la quantité de bactéries 

filamenteuses ou pour étudier la morphologie des flocs (Jenkins, Eikelboom….). 

 

Comme nous le verrons ultérieurement, ces appareils peuvent  être  équipés de systèmes 

d’acquisition (semi) automatique. Le microscope optique est composé de trois éléments 

principaux, la source lumineuse, les objectifs et l’oculaire. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Figure n°1.5.1 : Schéma descriptif du microscope optique 
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Les objectifs ont des grossissements de l’ordre de 5X à 100X et sont caractérisés par leur 

ouverture numérique. La qualité de la lumière reçue par un objectif dépend de son angle 

d’ouverture et de sa résolution. La résolution est la distance minimale d, devant séparer deux 

lignes de manière distincte. Plus d est petit, meilleure est la résolution. On définit la limite 

théorique de résolution de l’objet par la relation suivante: d = λ/ (2. ON) où λ représente la 

longueur d’onde moyenne de la lumière. 

            
L’ouverture numérique est définie par ON = n sinα : 

-  n étant l’indice de réfraction du milieu (air ou huile à immersion) 

-  α  le demi angle au sommet du faisceau incident objet entrant dans l’objectif. 

 

L’ouverture numérique ON définit la limite de résolution du microscope. Plus celle-ci est 

grande, meilleure est la résolution. Lorsque l’on veut diminuer d, on peut modifier la longueur 

d’onde ou augmenter l’indice de réfraction du milieu avec une huile à immersion dont l’indice 

de réfraction est supérieur à 1. Le contraste est aussi important que la résolution. Il dépend de  

l’illumination. Il peut  être  amélioré par coloration sélective de l’échantillon au moyen de 

colorants (Gram, Neisser, Bleu de méthylène…), en employant des filtres colorés ou par 

contraste de phase. Le contraste de phase utilise des diaphragmes spéciaux pour séparer et 

recombiner les rayons directs par rapport aux rayons diffractés. 

 
1.5.1.2  Principe de la fluorescence 

 

Les composés fluorescents sont généralement constitués d’un noyau aromatique. Grâce à 

l’énergie apportée par le rayonnement, ces molécules passent à un niveau excité. Cette 

augmentation d’énergie est due à la délocalisation des doublets d’électrons suivant les règles 

de mésomérie. Une partie de cette énergie sera restituée sous forme d’énergie lumineuse, le 

reste étant dispersé sous forme de chaleur (figure n° 1.5.2). Le décalage entre les deux 

longueurs d’ondes dit décalage de Stockes est fondamental, car il permet de séparer à l’aide 

de différents filtres la lumière d’excitation et la fluorescence (figure n° 1.5.2). 

 

 

  

 

 

 

 

 

 
 

Figure n° 1.5.2: Principe de la fluorescence (Molecular Probe, 2002) 

 

Les fluorochromes généralement utilisés sont spécifiques des compartiments cellulaire ARN, 

ADN, calcium (Takahashi et al, 1999 ; Kao, 1994). L’iodure de propidium par exemple 

possède une grande affinité pour l’ADN et l’ARN des cellules mortes. On remarque 

cependant que sous l’influence d’une source lumineuse, les sondes fluorescentes ont tendance 

à perdre de leur activité ce qui provoque un phénomène de photo-blanchiment, plus ou moins 

prononcé selon le type de sonde.  
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La figure n° 1.5.3 représente les spectres d’excitation et d’émission de trois fluorochromes 

utilisés fréquemment en biologie : la fluorescéine FITC, le Texas red TRITC et la Cyanine 

Cy5. On peut remarquer que les trois raies émises par le laser permettent d’exciter 

parfaitement ces trois molécules. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure n° 1.5.3 : Spectres d’excitation et d’émission des fluorochromes FITC, TRITC, Cy5

1 

 

1.5.1.3   Microscopie à épifluorescence 

 

Le principe de la microscopie à épifluorescence (figure n°1.5.4) est d’illuminer un échantillon 

contenant un fluorochrome avec une longueur spécifique et de ne recueillir que la lumière 

correspondant à la fluorescence réémise, grâce à l’utilisation de filtres et de miroirs 

spécifiques. L’illumination de la préparation fluorescente provient généralement d’une lampe 

à vapeur de mercure. Cependant les molécules de fluorochrome situées en dehors du plan de 

mise au point sont également excitées et émettent de la lumière qui vient créer un bruit de 

fond sur l’image, diminuant ainsi le contraste et la résolution spatiale. La microscopie 

confocale à balayage laser permet d’éviter les problèmes d’interférences liées à cette lumière 

parasite. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure n° 1.5.4 : Principe du microscope d’épifluorescence 

 

 
1 
Microscopie &traitement d’images : (olan.marseille.inserm.fr/confocal/marqueurs.html) 
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1.5.1.4  Microscopie confocale à balayage laser  

 

La microscopie confocale à balayage laser reste une technique de référence pour visualiser 

des échantillons biologiques en trois dimensions, en éliminant la lumière parasite (Hoppert, 

2003). Cette microscopie permet de déterminer des signaux émis par des sondes fluorescentes 

pouvant se situer à l’intérieur des échantillons. Les lasers les plus couramment utilisés sont les 

lasers Argon/ Krypton (488nm-568nm) et Hélium / Néon (633 nm). 

 

Le faisceau va balayer  l’échantillon point par point suivant des axes X, Y grâce à des miroirs. 

De plus, le balayage du faisceau permet un découpage de l’image dans des plans horizontaux 

et verticaux ; les sections optiques peuvent être recombinées par informatique pour 

reconstituer une image en trois dimensions de l’objet.  

 

Cette technique présente toutefois un inconvénient : le faisceau laser dont l’intensité est très 

élevée provoque également le phénomène de photo-blanchiment. De plus, l’excitation des 

sondes fluorescentes par le laser peut provoquer l’émission de radicaux libres qui peuvent 

devenir toxiques sur des échantillons viables. 

 
1.5.1.5 Microscopie confocale muti-photons  

 

La microscopie à multi-photons (n photons) est la méthode d’observation la plus récente. Elle 

diffère de la microscopie confocale par le fait que plusieurs (n) photons dont l’intensité est 

divisée par n, sont nécessaires à l’excitation du fluorochrome. 

 

La figure n° 1.5.5  présente une comparaison des deux techniques de microscopie (confocale 

et deux photons) .  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n ° 1.5.5 : Microscopie confocale et deux photons 

 

En microscopie confocale, l’excitation est due à un photon dont l’énergie doit être suffisante 

pour provoquer le phénomène de fluorescence. Cette lumière excitatrice qui possède toutefois 

une intensité plus faible hors du plan focal, traverse l’échantillon contenant le fluorochrome et 

va donc photolyser une partie de la sonde située hors du plan focal. Ce phénomène est 

particulièrement observé lors du balayage laser et limite le nombre d’images que l’on peut 

acquérir.  
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Dans la microscopie multi-photons, pour qu’un fluorochrome soit excité par plusieurs 

photons, il faut que ceux-ci arrivent quasi simultanément sur la molécule ce qui nécessite une 

densité de photons très élevée. L’excitation multi-photonique est réalisée avec des lasers dits 

pulsés qui délivrent des impulsions d’énergie très élevée, ce qui permet d’obtenir au point 

focal une grande densité de photons. Les impulsions sont de courte durée de l’ordre de 100 

femtosecondes et à très haute fréquence (environ 80 MHz). En microscopie multi-photonique, 

seuls les fluorochromes situés au point focal seront excités, car en dehors de ce point de 

focalisation la densité en photons est trop faible pour que n photons arrivent sur une molécule 

de fluorochrome. La photodégradation et la fabrication de produits phototoxiques en dehors 

du plan focal sont très réduites (Dumas et al, 2001). 

                           
1.5.1.6 Micro autoradiographie (MAR) 

 
La microaudioradiographie est une méthode qui permet de suivre la consommation par les 

microorganismes de composants radio marqués. Cette technique est très utilisée dans le 

domaine médical et en microbiologie environnementale (Karner et al, 1997 ; Lee et al, 1999). 

Ces composants vont être absorbés par la voie métabolique et vont apparaître au niveau des 

cellules. L’échantillon marqué est ensuite mis en contact avec une émulsion radioactive.  

 

Les émissions issues de la radioactivité de l’échantillon interagissent avec le bromure d’argent 

présent dans l’émulsion pendant plusieurs jours. La révélation de l’émulsion est réalisée 

ensuite par des méthodes photographiques et l’observation en microscopie fait apparaître des 

grains d’argents au niveau des structures ou organites. Cette méthode peut être utilisée pour 

quantifier un nombre de bactéries actives capables de consommer un substrat marqué (acétate, 

bicarbonate, glucose) et comparer ce résultat à une population totale marquée par des 

méthodes d’épifluorescence comme l’Acridine Orange ou le DAPI (Meyer-Reil, 1978 ; 

Nielsen et al, 1999). 

 

Andreaseasen  et al  (1997) ont étudié la sensibilité de certaines bactéries filamenteuses 

(Microthrix parvicella, Nostocoida limicola, Eikelboom type 0041 et 021N) à différents 

substrats comme le glucose, l’éthanol, l’acide oléique. Ils ont observé que certaines bactéries 

comme Microthrix parvicella ont une affinité plus élevée pour l’acide oléique.  

 

Plus récemment, Lee et al (1999) ont combiné la technique de microautoradiographie avec les 

méthodes FISH pour caractériser les activités microbiologiques. Ils ont montré que cette 

combinaison permet de corréler le métabolisme de certains substrats avec l’identification des 

microorganismes.  

 
1.5.2 Cytométrie de flux  

 
Moldovan en 1934 fut à l’origine de cette technique (Davey et al, 1996). L’appareil était 

composé d’un microscope, d’un capteur photoélectrique et d’un capillaire dans lequel était 

véhiculée une suspension d’hématies. Les cellules étaient comptabilisées durant le passage 

dans la veine liquide sous le capteur photoélectrique. Aujourd’hui la cytométrie de flux 

(CMF) permet d’effectuer bien plus qu’un simple dénombrement de cellules.  

 

Elle peut également caractériser qualitativement et quantitativement des cellules. Le principe 

du tri en CMF consiste à amener les suspensions cellulaires dans une zone d’analyse où elles 

sont préparées de manière à passer les unes derrière les autres devant la source d’excitation.  
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Les différents signaux optiques qu’elles réémettent sont séparés par des miroirs et mesurés par 

des photomultiplicateurs. L’énergie lumineuse est ensuite transformée en signaux électriques 

analogiques, puis numériques (figure n° 1.5.6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 1.5.6 : Principe du cytomètre en flux (d’après Davey et al, 1996) 

 

Les différentes informations récupérables peuvent être classées en deux catégories (tableau 

n°1.5.1). 

                           Tableau 1.5.1 : Principaux signaux en CMF 
 

Paramètre Utilisation 

Diffusion de la lumière aux 

petits angles 

Morphologie des cellules 

Diffusion de la lumière à 

angle droit 

Identification morphologique 

des cellules 

Fluorescence Marqueurs cellulaires, ADN, 

ARN ….. 

   
De nombreuses études en écologie microbienne ont fait intervenir les méthodes de tri 

cellulaire par CMF avec des marqueurs immunofluorescents. Porter et al (1995) ont utilisé 

cette méthode pour détecter des populations bactériennes (Escherichia coli) contenues dans 

des échantillons d’eau de lac.  

 

Récemment des travaux portant sur l’association des marqueurs fluorescents (FISH) et la 

cytométrie ont  ouvert de nouvelles voies pour l’étude des diverses populations bactériennes 

de l’environnement. Ziglio et al (2001) appliquent cette technique pour caractériser la viabilité 

et la morphologie des bactéries (non filamenteuses) contenues dans des échantillons de boues 

activées.  
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L’application de la cytométrie de flux aux boues activées reste encore un domaine peu 

développé du fait de l’hétérogénéité du milieu (bactéries filamenteuses, flocs..) provoquant 

quelquefois des obturations de l’orifice (la buse) de l’appareil. 

 

1.5.3  L’analyse d’images 

 
L’analyse d’images permet d’extraire de façon précise et souvent automatique l’information 

contenue dans une image. Elle conduit à des mesures (nombre de cellules bactériennes, 

tailles) ou à des reconnaissances de formes (morphologie des bactéries …), d’objets ou de 

structures à partir de leurs images. 

 

Cette technique trouve de nombreux domaines d’applications :  

- biologie, 

- biotechnologie, 

- traitement de l’eau …   

 

L’analyse d’images utilisant les outils mathématiques est relativement récente et date des 

années 1960. Le développement de la morphologie mathématique (Coster et Chermant, 1989) 

a permis de fournir un outil très puissant pour le traitement des images.  

 

Le système d’acquisition d’images est constitué d’un microscope (optique, électronique), sur 

lequel est connectée une caméra couleur ou monochrome. Le signal est ensuite traité par un 

adaptateur et stocké sur la carte d’acquisition d’un ordinateur puis sur un support permanent. 

Le nombre d’images acquises reste un paramètre très important statistiquement (nombre 

minimal d’images).  

 

L’image numérique est constituée de pixels (élément de base de l’image). Chaque pixel 

contient des informations différentes, intensité lumineuse et couleurs. La valeur d’un pixel 

monochrome est codée généralement sur 8 bits, soit sur 2
8
 = 256 niveaux. 

 

Pour les images monochromes, chaque pixel a un niveau de gris pouvant prendre des valeurs 

allant de 0 (noir) à 255 (blanc). Ces images contiennent un seul plan de pixel alors que les 

images couleurs résultent de l’association d’une image en 256 niveaux de gris sur trois 

couleurs primaires (rouge, vert, bleu). 

 

1.5.3.1 L’analyse d’images en biotechnologie  

 

On distingue plusieurs grands domaines d’applications de l’analyse d’images (Wilkinson et 

al, 1998): le domaine médical, pharmaceutique, chimique, le monde de l’industrie agro-

alimentaire et plus récemment celui du traitement de l’eau. 

 
Les bactéries filamenteuses comme Streptomyces jouent  un rôle considérable dans l’industrie 

des biotechnologies pour leur production de métabolites secondaires. Bien souvent, la 

biomasse représente différents états morphologiques au cours des cultures en réacteurs 

(filaments, enchevêtrements, pelotes). 

 
L’analyse d’images est un des moyens qui peut permettre l’identification de ces différentes 

morphologies bactériennes. Certains auteurs utilisent cette technique pour établir des relations 

entre état physiologique, morphologique et production de métabolites (Drouin et al, 1997).  
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Higashiyama et al (1999) ont  étudié la morphologie de Mortierella alpina, lors de la synthèse 

de l’acide arachidonique en séparant les fractions de granules de celle des filaments. Ils ont 

montré que la production d’acide arachidonique était plus importante au niveau des granules 

et que la morphologie des filaments contribuait à la viscosité de la culture. 

 

Elle peut être également appliquée  au domaine de la régulation enzymatique. Corvini et al 

(2000) ont établi une méthode de mesure du  pH intracellulaire sur des bactéries filamenteuses 

du genre Streptomyces à partir de la microscopie de fluorescence couplée au traitement 

d’image. 

 

Pour mieux connaître la physiologie et la morphologie des microorganismes, des colorations 

microscopiques sont nécessaires : 

 

- Gram, Neisser 

- Bleu de méthylène 

- INT, Acridine orange …. 

 

Parker et al (1992) ont estimé le volume occupé par le cytoplasme et les régions contenant des 

vacuoles chez Penicillium chrysogenum.  L’application de la  double coloration au bleu de 

méthylène et à la fushine de Ziehl a permis à Vanhoutte et al (1995) d’observer six états 

physiologiques au sein des hyphes de Penicillium chrysogenum. 

 

Les études menées par Drouin et al  (1996) sur la caractérisation de la différenciation 

cellulaire de Streptomyces  ambofaciens par analyse d’image montrent qu’il est possible de 

corréler l’état physiologique, la différenciation cellulaire et la production d’antibiotique 

(spiramycine). 

 

La respiration bactérienne représente une part importante dans le métabolisme de la cellule. 

L’application de l’analyse d’images avec la coloration à INT permet de localiser l’activité 

respiratoire chez Streptomyces ambofaciens (Mauss et al, 1997).  

 
1.5.3.2 L’analyse  d’images  en traitement de l’eau  

 
De manière générale, la méthode la plus utilisée pour caractériser  la biomasse des boues 

activées, la surface des flocs, la longueur et le nombre de filaments bactériens  est 

l’observation  sous microscope. 

 

Au cours de ces dernières années, l’intérêt porté à l’analyse d’images sur les boues activées 

des stations d’épuration s’est considérablement développé. 

 

Grijspeerdt et al (1996, 1997) ont appliqué cette technique pour étudier la décantation des 

boues activées. Ils ont établi des corrélations entre la surface projetée des flocs et la 

concentration en boue activée. En utilisant la dimension fractale, comme un indice de la 

quantité de bactéries filamenteuses, ils ont constaté que l'Indice de Mohlman (IM) était 

fonction de la dimension fractale (quantité des filaments) et du diamètre équivalent des flocs. 

 

Da Motta et al (2001) ont proposé une procédure rapide d’analyse automatique d’images pour 

caractériser les flocs (surface des flocs, dimension fractale) et les bactéries filamenteuses 

(longueur et nombre de filaments). Aucune relation entre les caractéristiques des flocs et 

l’indice de Mohlman (IM) n’a été établie.  
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Cependant, les variations de l’indice de Mohlman au cours des phénomènes de foisonnement 

ont pu être associées à des modifications de taille et de nombre des filaments bactériens.  

 

Jenné et al (2002) ont développé une procédure automatique d’analyse d’images similaire à la 

précédente (Da Motta et al, 2001) pour étudier les propriétés (morphologie des flocs : 

rugosité, dimension fractale et quantification des filaments) des boues activées avant et après 

des phénomènes de bulking.  

 

Récemment Schmid et al (2003) ont combiné la microscopie confocale laser et l’analyse 

d’images pour caractériser la structure des flocs. Cette nouvelle méthode réalisée sur des 

images en trois dimensions a permis d’étudier la composition des populations bactériennes 

contenues dans les boues activées et d’estimer le volume de flocs.  

 

Au cours de leurs travaux Lopez et al (2005) montrent les limites d’application des différentes 

microscopies (épifluorescence, confocale à balayage laser, confocale multi-photonique). Ils 

constatent que la technique microscopique appropriée dépend du type d’échantillon 

microbien. L’utilisation du microscope confocale multi-photons est préférable lorsque les 

flocs contiennent une densité élevée en cellules. Cette technique permet de visualiser 

clairement la structure interne de ces agrégats contrairement aux deux autres méthodes 

microscopiques. 

 
L’analyse d’images est un outil qui peut être également appliqué à la microfaune (Amaral et 

al, 1999) des boues activées des bassins biologiques. Cette procédure semi-automatique 

demande une sélection rigoureuse sur l’image de la zone d’intérêt où se trouve le protozoaire 

ou métazoaire : la taille et la forme de la silhouette sont ainsi caractérisées. Un taux de 

reconnaissance supérieur à 70 % a été obtenu pour la plus grande partie des espèces.  
 
L’application de l’analyse d’images couleur reste encore très peu développée dans le domaine 

du traitement des eaux. Actuellement, le champ d’application de l’analyse d’images couleurs 

en microbiologie, biologie ne cesse de s’agrandir du fait du développement des techniques de 

coloration et de marquage fluorescent en biologie cellulaire. Les images couleurs deviennent 

donc incontournables pour connaître les états physiologiques et métaboliques des 

microorganismes. 

 

1.6  Coloration microscopique appliquée aux microorganismes des boues 

activées 

 
1.6.1 Les colorations classiques en microscopie optique ou d’épifluorescence 

 

Ces colorations ont été mentionnées dans la partie concernant la caractérisation des bactéries 

des boues activées car celle-ci a longtemps été uniquement basée sur cette approche. 

 

1.6.1.1  Les colorations Noir de Soudan et bleu du Nil   

 

Les composés du type PHA, PHB (chapitre 1.2.3) peuvent être mis en évidence par les 

colorations classiques au Noir de Soudan (Jenkins et al, 1993 ; Eikelboom, 2002) et Bleu du 

Nil (Ostle et al, 1982). Le Noir de Soudan est un colorant très employé en microscopie 

optique à contraste de phase. Il permet de mettre en évidence les polymères lipidiques 

intracellulaires localisés au niveau du cytoplasme des microorganismes.  
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Ce type de colorant a l’avantage d’être très soluble dans ces granules. En revanche, il ne 

permet pas de différencier les composés du type PHB des autres composés lipidiques (Clark, 

1981). Deux groupes d’auteurs (Ostle et al, 1982 ; Ramachander et al,2002)) ont proposé 

l’utilisation d’un colorant fluorescent, le Bleu du Nil (à 1%), spécifique des granules de PHA 

et PHB. Leurs observations ont été réalisées sur les microorganismes du genre Bacillus 

megaterium ou Escherichia coli en microscopie d’épifluorescence avec une longueur d’onde 

d’excitation de 460 nm.   

 

Ces différentes méthodes de coloration demandent toutes, au préalable, une fixation à la 

chaleur douce, afin que les microorganismes ne modifient pas leur aspect. Quelque soit le 

type de réserves granulaires et de colorations, les échantillons sont généralement observés en 

microscopie optique à contraste de phase ou d’épifluorescence. 

 

1.6.1.2  Colorations de Neisser, Loeffler et DAPI (4,6 diamidino-2-phénylindole) 

 

Les méthodes les plus utilisées pour détecter les granules de polyphosphates chez les 

microorganismes de boues activées sont: 

 

- la coloration de Neisser (Jenkins et al, 1993). 

- la coloration de Loeffler bleu méthylène (Clark, 1981). 

- la coloration au DAPI (4,6 diamidino-2-phénylindole) 

 

Dans les colorations de Neisser et de Loefler (cf. chapitre Matériel et Méthodes) des colorants 

cationiques possédant une grande affinité pour les granules anioniques sont utilisés. Lorsque 

le colorant se lie aux granules de polyphospates, il y a formation d’une couleur spécifique 

pour chacun d’entre d’eux (bleu pour Loeffler et bleu noir pour Neisser).  

 

La technique de Loefler repose sur une coloration au bleu de méthylène décoloré en milieu 

acide et contre coloré avec la safranine. Les granules de polyphosphates apparaissent 

faiblement bleus car cette technique est très sensible à la décoloration. Elle s’avère donc 

moins efficace que la méthode de Neisser. Parmi les applications récentes, Serafim et al 

(2002) utilisent cette coloration pour identifier des granules de polyphosphates contenus chez 

les microorganismes présents lors des traitements biologiques du phosphore. 

 

La coloration de Neisser est basée sur une coloration au bleu de méthylène en milieu acide 

acétique et contre coloré au brun de Bismark. Cette technique est beaucoup plus efficace et 

permet d’avoir un excellent contraste entre les granules qui apparaissent bleu noir et les 

cellules brun jaune. Les filaments colorés en bleu foncé ou les granules de couleur bleu noire 

visibles dans les filaments sont considérés comme Neisser positif. La coloration jaune brun 

est associée à un résultat Neisser négatif.  

 

L’utilisation de colorants fluorescents comme le DAPI a permis de mettre en évidence non 

seulement les granules de polyphosphates mais également les inclusions lipidiques (Streichan 

et al, 1990). Les mêmes auteurs ont montré que lorsque l’on excite avec des longueurs 

d’ondes de 330-380 nm le complexe DAPI-polyphosphates, ce dernier émet une fluorescence 

jaune clair alors que le DAPI-lipides émet une  fluorescence faible jaune de courte durée.  
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Kawaharasaky et al (2001) ont utilisé cette technique couplée à l’hybridation in situ, pour 

mettre en évidence les polyphosphates contenus chez certaines bactéries au cours du 

traitement biologique du phosphore. Les différentes observations qu’ils ont réalisées montrent 

qu’il est très difficile de différencier le bruit de fond du colorant et la couleur jaune très 

proche des deux types de granules. 

 

1.6.1.3  Coloration  à  l’INT 

 

L’activité respiratoire chez les microorganismes filamenteux peut être mise en évidence par la 

coloration à l’INT (chlorure de 2-p-iodophenyl-3-p-nitrophényl-5-phényl tetrazolium). 

Zimmermann et al (1978) ont utilisé ce colorant couplé au DAPI pour quantifier l’activité 

respiratoire  des bactéries filamenteuses  présentes dans un échantillon.  

 

Des essais réalisés par  Mauss et al (1997) sur Streptomyces ambofaciens ont montré que la 

combinaison de l’INT avec le bleu de méthylène permet de mettre en évidence l’activité 

respiratoire de ces microorganismes. D’après Smith et al (1997) le système de transport 

d’électrons au niveau de la chaîne respiratoire permet de réduire l’INT en cristaux de 

formazan insolubles dans les bactéries métaboliquement actives. 

 

1.6.1.4 Coloration classique de Gram 

 

La coloration classique de Gram est une des  techniques fondamentales pour observer les 

boues activées (Jenkins et al, 1993 ; Eikelboom, 2000). Les principales différences existant 

entre les bactéries Gram reposent sur la composition de leurs parois (chapitre 1.1.3). Les 

boues activées des bassins biologiques contiennent un grand nombre de bactéries 

filamenteuses Gram+ (Microthrix parvicella, Nocardia spp, Nostocoida) ou Gram- 

(Spaerotilus natans, Types 021N, 092, 1701,1863). 

 

Le Type 0041 est la plupart du temps Gram positif mais il peut exister sous forme Gram 

variable. Ces variations peuvent être liées à des stress environnementaux comme les 

variations de pH ou de milieux nutritifs (Beveridge 1990). La connaissance des 

caractéristiques Gram permet donc de déterminer les espèces et de prévoir un traitement 

adapté en cas de surcroissance bactérienne (bulking, moussage). 

 

Sizemore et al (1990) ont développé une technique de microscopie d’épifluorescence en 

utilisant un marqueur fluorescent : la lectine. Le fluorochrome se fixe sur le peptidoglycane 

des bactéries Gram+, alors que chez les Gram- la couche de lipopolysaccharides empêche ce 

type de liaison. On ne visualise de cette manière que les bactéries Gram+.  

 

Ce type de méthode a quand même ses limites car on dénombre au cours des observations 

microscopiques de nombreux faux positifs. En général, la quantité de bactéries Gram+ et 

Gram-, colorées par cette méthode classique est estimée par un comptage manuel en 

microscopie optique.  

 

Saida et al (1997 et 1999) ont développé une technique d’identification de certains germes 

Gram présents en milieux aquatiques (E. coli et S. subtilis) et basée sur des mesures 

photométriques (Gram stain index) après coloration et filtration sur membrane. Des 

colorations de Gram réalisées par Binnerup et al (1998) sur membranes de polycarbonate et 

contre colorées à l’acridine orange ont montré qu’il est possible de quantifier les bactéries 

Gram des milieux environnementaux. 
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1.6.1.5 Coloration de viabilité  

 
De nombreuses méthodes de marquage comme le CTC (5-cyano-2,3-ditolyl tetrazolium) 

utilisant la microscopie d’illumination directe ou d’épifluorescence ont été proposées pour 

quantifier la viabilité bactérienne. Récemment, l’utilisation de composés colorés du type Bac 

Light (Molecular Probes, 2002) constitués d’ IP (iodure de propidium) et de Syto9 ont permis 

d’évaluer la viabilité des microorganismes.  

 

Le Syto 9 est un fluorochrome de petite taille qui peut pénétrer les parois bactériennes 

intactes, alors que l’iodure de propidium est un fluorochrome de grosse taille ne pouvant 

passer qu’au travers des membranes abîmées. Cette double coloration a également été utilisée 

par Ramirez et al (2000) pour observer l’incidence de la chloration sur les bactéries de Type 

021N des boues activées et par Boulos et al (1999) pour énumérer la viabilité bactérienne en 

eau potable. 

 

1.6.2 Les marqueurs  moléculaires 

 
1.6.2.1 Les sondes oligonucléotidiques 

 
L’utilisation de coloration microscopique classique (Neisser, Gram, Noir de Soudan…) pour 

caractériser la complexité de la communauté bactérienne, la morphologie, le métabolisme ne 

permet pas toujours de nous renseigner de manière exacte sur l’identité de chaque 

microorganisme. Depuis quelques années, de nouvelles méthodes dites de biologie 

moléculaire sont utilisées pour les études environnementales. Elles permettent entre autre, de 

mettre en évidence des espèces bactériennes dans un milieu et de les dénombrer grâce à la 

présence de gènes spécifiques (rARN) évitant ainsi toute phase de culture. En effet, les 

méthodes de mise en culture des microorganismes filamenteux des boues activées restent 

encore de nos jours difficiles à mettre en oeuvre. 

 

L’objectif des méthodes FISH (Fluorescence par Hybridation In Situ) est de permettre la mise 

en évidence d’une séquence d’acide nucléique spécifique (ARN ou ADN) en utilisant une 

sonde constituée d’une séquence de bases complémentaires dans laquelle a été inséré soit un 

marqueur fluorescent (FISH), soit un marqueur radioactif (sonde chaude) ou encore un 

marqueur de type antigénique décelable par réaction histochimique (sonde froide).  

 

L’ARNr semble être la cible idéale pour les sondes d’acides nucléiques pour plusieurs 

raisons. En effet on trouve dans ces ARN des séquences spécifiques situées dans des régions 

variables de l’ARN ribosomique16S ou 23S. De plus, un grand nombre de copies de ces 

molécules sont présentes dans les ribosomes des microorganismes (Amann et al, 2000). Les 

méthodes moléculaires qui se basent sur la localisation de gènes de l’ARN ribosomique 16S 

ont donc permis de détecter de manière plus précise des microorganismes (Blackall et al, 

1996).  

 

Au cours de leurs travaux Snaidr et al (1997) utilisent également cet outil de biologie 

moléculaire pour identifier les différentes souches de protéobactéries existant dans les boues 

activées. On trouve dans la littérature de nombreux auteurs qui ont montré l’intérêt de cette 

technique : Schuppler et al (1998) (Nocardia spp), Wagner et al, (1994) (Thiothrix, 

Sphaerotilus natans) et Kanagawa et al (2000) (Eikelboom type 021N). 
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Le lecteur trouvera référencées dans le tableau n° 1.6.2 les principales sondes oligo-

nucléotidiques pour les bactéries filamenteuses ainsi que la position des cibles sur les  ARN 

16 S. 

 

Tableau n° 1.6.2 : Sondes oligonucléotidiques pour bactéries filamenteuses 

 

Les méthodes de type FISH impliquent au préalable une perméabilisation de la membrane 

bactérienne pour faciliter la pénétration de la sonde oligonucléotidique marquée. Davenport et 

al (2000) ont remarqué que la présence d’acide mycolique au niveau de la paroi chez certains 

actinomycètes (Nocardia spp) empêche l’introduction des sondes. Un traitement avec des 

composés de type para-formaldéhyde (De Los Reyes et al, 1997), acide chlorhydrique, 

mutanolysine (Erhart et al, 1997) est nécessaire. 

 

De plus, si aucune cible n’est présente dans les ribosomes, les hybridations aspécifiques 

seront éliminées après lavage. Les sondes sont généralement constituées de 15 à 25 

nucléotides avec en extrémité 5’ le fluorochrome. Divers fluorochromes (tableau n°1.6.3), 

ayant des spectres d’absorption et d’émission différents, peuvent être utilisés et observés 

directement sous microscopie à épifluorescence, microscopie confocale laser ou multi-

photonique. 

 

L’application directe de la méthode FISH sur des échantillons de boues activées « vraies », 

reste encore quelquefois difficile à réaliser du fait de l’hétérogénéité du milieu (pigments 

photosynthétiques, bactéries phototrophes…). Mounteer et al (2002) ont montré que 

l’autofluorescence émise par les échantillons de boues pouvait interférer sur la détection des 

signaux spécifiques de l’hybridation. Les travaux de Muyzer et al (1995) indiquent également 

que la fluorescence émise par les particules inorganiques contenues dans les échantillons 

d’eaux usées est souvent supérieure à celle de la sonde. De manière générale 

l’autofluorescence pourra être minimisée par l’étape de fixation au formaldéhyde.  

 

Quelquefois aucun signal fluorescent n’est perçu car la concentration en microorganismes ou 

en ARN est faible. Il a été démontré qu’il était difficile de détecter moins de 10
3
- 10

4
 cellules 

par millilitre (Amann et al, 1995). 

 

 

 

 

Sondes Séquences (5’-3’) 16srRNA Bactéries Références 

LDI CTCTGCCGCACTCCAGCT 649-666 Leptothrix Wagner 

et al, 1994 

MPA60 GGATGGCCGCGTTCGACT 66-77 Microthrix 

parvicella 

Erhart 

et al, 1997 

TNI CTCCTCTCCCACATTCTA 652-669 Thiothrix Wagner 

et al, 1994 

SNA CATCCCCCTCTACCGTAC 656-673 Sphaerotilus 

natans 

Wagner 

et al, 1994 

21N TCCCTCTCCCAAATTCTA 652-669 Eikelboom type 

021N 

Wagner 

et al, 1994 

MNP1 TTAGACCCAGTTTCCCAGGCT 152-172 Nocardiaforme Shuppler 

et al ,1998 
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Tableau 1.6.3 : Spectres d’absorption et d’émission de différents fluorochromes 

 (Molecular Probes, 2002) 

 
Fluorochromes Structures Spectres Absorption Fluorescence 

 

 

FITC 

(fluoresceine iso 

thio cyanate) 

 

 

  

 

 

490 nm 

 

 

 

520 nm 

 

 

TRITC 

(tetra méthyl 

rhodamine iso 

thio cyanate) 

 

 
 

 

 

 

 

541 nm 

 

 

 

572 nm 

 

 

IP 

(iodure de  

propidium) 

 

 

 

 

 

520 nm 

 

 

 

610 nm 

 

 

DAPI 

(di aminido 

phenyl indole) 

   

 

 

372 nm 

 

 

 

456 nm 

 

 

1.6.2.2 Colorations immunofluorescentes 

 
Les techniques d’immunofluorescence utilisées par Brignon et al (1995) à partir des anticorps 

monoclonaux ont permis de dénombrer et d’identifier certaines souches bactériennes comme 

Thiothrix spp.  

 

La technique d’immunofluorescence est basée sur des distinctions sérologiques c'est-à-dire 

que les bactéries sont marquées à l’aide d’un anticorps spécifique portant un fluorochrome. 

Elle permet d’identifier les bactéries individuellement et de les dénombrer. L’inconvénient 

majeur de ce marquage est qu’il requiert l’isolement et la culture pure de souches bactériennes 

pour produire l’anticorps (Oerther et al, 2001). L’isolement des germes des boues activées 

n’est pas toujours des plus faciles à réaliser. De plus, les anticorps ne permettent pas de 

différencier les bactéries viables des non viables et la présence des exopolymères dans les 

flocs peut freiner les interactions des anticorps (Kämpfer, 1997). 
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1.6.3 Autres méthodes de biologie moléculaire 
 
De nos jours l’arrivée des techniques de biologie moléculaire utilisant les séquences d’ARNr 

ont permis d’évaluer la complexité et la diversité des populations bactériennes. Ces méthodes 

ont l’avantage de permettre l’étude du génome des microorganismes sans les cultiver, mais 

elles restent difficiles à mettre en œuvre sur les installations. 

 

La PCR (Polymerase chain reaction) permet d’amplifier des séquences d’ADN de manière 

spécifique et d’augmenter considérablement la quantité d’ADN dont on dispose initialement. 

Elle nécessite de connaître la séquence des régions qui délimitent l’ADN à amplifier. Ces 

séquences servent à synthétiser des amorces d’oligonucléotides complémentaires (de longueur 

20 à 30 nucléotides). Ces oligonucléotides serviront à délimiter la portion d’ADN à amplifier. 

 

La première étape dite de  dénaturation à 94°C (figure n°1.5.7), permet de séparer les deux 

brins d’ADN. Un refroidissement rapide (50°C) provoque une fixation des amorces (20 paires 

de bases) de part et d’autre du gène à amplifier. Une augmentation de température (72°C) va 

permettre une dernière étape, l’élongation : au cours de cette étape, la polymérase vient se 

fixer au double brin possédant les amorces et ajouter les nucléotides contenus dans la solution. 

 

 

 
 

Figure n° 1.5.7 : Méthode PCR  

 

De nombreux auteurs l’utilisent pour dénombrer ou détecter les microorganismes des boues. 

Juretschko et Timmermann (1998), Oerther et Pernthaler (2000), ont appliqué cette méthode 

pour l’étude des différentes populations bactériennes nitrifiantes (Nitrococcus et Nitrospira) 

et dénitrifiantes (Acinetobacter spp) des boues activées. 

 

L’utilisation des méthodes de type PCR est très variée. Le lecteur trouvera ci-dessous 

quelques exemples d’utilisation : 

 

- RFLP ( Restriction Fragment Length Polymorphism )  
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Les séquences d’ADN sont soumises à des digestions enzymatiques (enzyme de restriction) 

Les populations bactériennes possèdent des génomes plus ou moins grands et la taille des 

fragments obtenus après digestion sera différente et décelable par électrophorèse  sur gel 

d’agarose ou de polyacrylamide. La technique de RFLP a permis de caractériser des 

populations de Nitrobacter spp présentes dans les sols (Navarro et al, 1992) ou d’estimer les 

populations procaryotes des étangs salés. (Martinez-Murcia et al, 1995). 

 

- DGGE  (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) 

 

Cette méthode utilise également les produits de PCR. La séparation des fragments d’ADN est 

basée sur la mobilité électrophorétique de la double hélice d’ADN dans un gel de 

polyacrylamide en présence d’un gradient dénaturant (Urée- Formamide). 

 

Elle est tout particulièrement utilisée lorsque l’on veut observer les profils des différentes 

communautés bactériennes ou la dynamique des populations (Liu et al, 2000 ; Watanabe et al, 

2000 ; Muyzer et al, 1993).  
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CONCLUSION 
 

 

 

 

 

L’étude bibliographique a permis de rappeler des notions importantes concernant la structure 

des flocs, mais également le rôle que peut engendrer la prolifération des bactéries 

filamenteuses  au cours de la décantation des boues. 

 

De manière générale, les dysfonctionnements (bulking filamenteux, moussage) liés à ces 

microorganismes provoquent des augmentations de turbidité ou de DBO (Demande 

Biologique en Oxygène) des effluents traités, et bien entendu peuvent perturber gravement le 

bon fonctionnement des stations d’épuration à boues activées. 

 

Bien souvent on remarque que l’ensemble des problèmes rencontrés sur site peut être lié à la 

présence d’espèces spécifiques de bactéries filamenteuses. L’identification morphologique 

(longueur, nombre) des bactéries filamenteuses des boues par analyse d’images réalisée par 

Da Motta et al (2001) a permis d’évaluer rapidement la proportion de microorganismes 

présents à l’intérieur des systèmes biologiques. 

 

L’ensemble de ces bactéries étant très difficile à cultiver sur des milieux spécifiques, il était 

donc nécessaire de développer des techniques de colorations simples ou complexes pour 

identifier de manière précise l’ensemble des bactéries intervenant lors de ces 

dysfonctionnements.  

 

Pour identifier les microorganismes filamenteux ou non filamenteux, nous avons donc 

proposé des techniques d’analyse automatique d’image couleur. Par l’intermédiaire de ces 

outils, nous pouvons suivre les cinétiques de croissances de certaines populations bactériennes 

présentes dans les stations d’épuration ainsi que les métabolismes de stockage (PHB, 

polyphosphates). La reconnaissance rapide de ces populations pourra donc permettre des 

interventions préventives sur les sites. 

 

De nombreux auteurs ont montré que la  présence des polymères extracellulaires intervenait 

ou n’intervenait pas sur la décantation des flocs bactériens. Une procédure automatique 

d’analyse d’images pour quantifier ces polymères à l’intérieur des flocs sera  proposée dans 

ce travail. L’ensemble de ces procédures et résultats pourra donc permettre à un opérateur de 

mieux comprendre et d’intervenir plus rapidement sur d’éventuels problèmes rencontrés sur 

les stations biologiques. 
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CHAPITRE 2 
 

Matériels et Méthodes 
 
 
 
Ce chapitre est divisé en cinq parties. La première partie (2.1) présente les différentes stations 
d’épuration biologique étudiées, les appareillages de laboratoire et les substrats utilisés  au 
cours des expérimentations. 
 
La deuxième partie (2.2) traite des méthodes analytiques et des appareils de mesure qui ont 
été mis en œuvre pour caractériser les boues biologiques. 
 
La partie (2.3) est consacrée aux colorations microscopiques classiques ou fluorescentes 
utilisées pour identifier les microorganismes filamenteux des boues activées (coloration de 
Gram, Noir de Soudan, Neisser, Encre de Chine, BacLight, FISH…..).  
 
 
Enfin, les deux dernières parties présentent les principales transformations morphologiques 
appliquées à l’analyse d’images et les différents programmes développés au cours de ces 
travaux. Le lecteur trouvera également les étapes de fonctionnement de chaque programme 
(Noir sec, Gram, PHB, EPS, Viabilité) ainsi que les différents paramètres calculés. 
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2.1 Présentation des sites de prélèvements et des appareils pilotes 
 
2.1.1 Station d’épuration de Nancy-Maxéville. 

 
La station d’épuration de Nancy-Maxéville (figure 2.1.1) est en service depuis 1971. Elle est 
capable de recevoir la pollution produite par 350 000 équivalent-habitants. Chaque jour plus 
de 100 000 m3 d’eau sont transportés par le réseau d’assainissement du Grand Nancy jusqu’à 
la station. Elle assure également le traitement des effluents industriels produits par les 
Brasseries Kronenbourg de Champigneulles situées à quelques kilomètres au Nord de celle- 
ci.  
 
L’objectif fixé par l’ensemble des stations d’épuration de France en 2005 est d’obtenir un 
taux de dépollution de 65%. Afin de respecter la loi sur l’eau du 3 janvier 1992 et la directive 
européenne de 1991, la station de la Communauté Urbaine du Grand Nancy a dû subir 
d’importantes modifications. En 1999, des travaux d’extension destinés au traitement de 
l’azote (Biolift®) et du phosphore ont débuté, et se sont terminés en 2004 pour le traitement au 
phosphore. 

 
 
 

  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure n° 2.1.1 : Plan de la station de Nancy-Maxéville 

 
 

Les effluents urbains sont relevés par trois vis d’Archimède et dégrillés. Ils sont ensuite 
dirigés vers un système où sont combinées les fonctions dessablage, déshuilage et décantation 
lamellaire. Les boues issues de cette première décantation sont dirigées vers le digesteur et 
l’eau décantée vers la zone d’anoxie amont. A ce stade une prédénitrification (réaction 1) et 
une dégradation de la pollution carbonée sont réalisées (environ 35% de l’effluent décanté est 
envoyé vers la zone d’anoxie amont mixte et 65 % vers la zone anoxie amont urbaine). 
 

NO3
- + 2 H3O

+ →  N2(g) + 3H2O + 2O2    ( réaction 1) 
 
 
 

2003 
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L’effluent est ensuite introduit dans le Biolift®. C’est un réacteur biologique à culture fixée 
sur lit de microsable fluidisé (figure 2.1.2). Il est composé de 14 cellules pour la filière mixte 
et 18 pour la filière urbaine. La surface spécifique de fixation des microorganismes est 
considérable puisqu’elle représente  environ 900 à 1800 m2/m3 de réacteur. L’injection d’air 
par des oxytubes va permettre la nitrification : 

 
                                                                                                                                                                              

   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
Figure n° 2.1.2 : Détail d’une cellule du Biolift® 

 
Après passage dans le Biolift®, l’effluent est dirigé vers le dégazeur (suppression des 
mousses formées dans le Biolift® avec un pont racleur)/dessableur (récupération des 
microsables et retour vers le Biolift®). Il est ensuite envoyé vers les bassins d’anoxie aval, 
puis dirigé vers les clarificateurs où une partie des boues sera recyclée et l’excès sera envoyé 
vers les flottateurs industriels. A la sortie des clarificateurs un traitement physico-chimique 
permettant d’éliminer les phosphates est réalisé sur l’eau épurée avant que celle-ci ne soit 
rejetée à la Meurthe. Le tableau 2.1.1 présente les principales caractéristiques ponctuelles des 
eaux usées de Nancy-Maxéville. 
 
 

Paramètres moyens journaliers Débit : 100 000 m3/j 
  

DCO 260 mg/L – 26 t/j 
DBO5 120 mg/L – 12 t/j 
MES 150 mg/L – 15 t/j 
NTK 30 mg/L – 3 t/j 

P total 10 mg/L – 1 t/j 

 

Tableau n ° 2.1.1 : Principales caractéristiques des eaux usées urbaines de Nancy 

(source: station d’épuration) 

Entrée 

( Boues activées)

Sortie

Vers dégazeur

désableur

Zone de sable

Air

Entrée 

( Boues activées)

Sortie

Vers dégazeur

désableur

Zone de sable

Air
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Les eaux industrielles provenant de la Brasserie Kronenbourg de Champigneulles subissent au 
préalable un prétraitement (dégrillage, déshuilage, neutralisation) sur site. Un procédé de 
traitement biologique « forte charge » équivalent à un bassin d’aération, utilisant de l’oxygène 
pur (turbines) permet de dégrader partiellement la pollution. La séparation des boues est 
réalisée sur deux flottateurs à air pressurisé (3 bars). Les boues raclées à la surface sont 
envoyées aux digesteurs. Les étapes suivantes du traitement sont identiques à celles de la 
filière urbaine.  

 
2.1.2 Station d’épuration de Pont-à-Mousson  

 
La station d’épuration du syndicat intercommunal d’assainissement de l’agglomération de 
Pont à Mousson est située chemin de la Grande Corvée sur la rive droite de la Moselle. La 
capacité nominale de cette station urbaine est de 15 000 équivalent-habitant. Afin de faire face 
à l’entrée de nouvelles communes dans le syndicat, on estime qu’elle devra être portée à 
32 000 équivalent-habitant. Son prétraitement est composé d’un dégrillage, d’un dessablage et 
déshuilage combiné. L’eau usée est ensuite dirigée vers le traitement biologique. Il est 
composé par une zone de biosorption ou zone de contact dont le but est d’améliorer la 
décantation des boues, et par un bassin d’aération dans lequel une déphosphatation est réalisée 
par ajout de FeCl3.  
 
La nitrification et la dénitrification se font en alternance par séquençage de l’aération. La 
cellule d’aération (V = 3500 m3) fonctionne par dissociation de l’aération et du brassage. 
L’effluent est transporté jusqu’au dégazeur où il subit une désaération indispensable avant 
décantation. La séparation des boues et de l’eau épurée est réalisée par deux clarificateurs de 
volume 2868 m 3 et l’effluent épuré est envoyé dans la Moselle. Les boues sont dirigées vers 
un silo préconcentrateur et déshydratées par centrifugation (débit unitaire maximum 
admissible 25 m3/h). La siccité des boues est de l’ordre de 21 %. Le tableau 2.1.2 présente les 
principales caractéristiques ponctuelles des eaux usées de Pont-à-Mousson  
 

Volume journalier par temps sec Débit : 5495 m3/j 
  

DCO 320 mg/L - 1758 kg/j  
DBO5 160 mg/L - 879 kg/j 
MES 240 mg/L - 1319 kg/j 
NTK 9,6 mg/L - 220 kg/j 

 

Tableau n° 2.1.2 : Principales caractéristiques des eaux usées de Pont-à-Mousson 

(source: station d’épuration) 
2.1.3 Station de Baccarat 

 
Les eaux usées à traiter par la station d’épuration sont constituées principalement par des 
effluents d’origine domestique. Les réseaux sont unitaires et la technique retenue pour assurer 
l’épuration biologique est le bassin à boues activées. La capacité nominale de cette station 
urbaine est de 6000 équivalents habitants. Le tableau 2.1.3 présente les principales 
caractéristiques des eaux usées de Baccarat. 
 
 
 



  Chapitre 2 – Matériels et Méthodes    

    51

Volume journalier par temps sec Débit : 1620 m3/j  
  

DCO 370 mg/L - 600 kg/j 
DBO5 222 mg/L - 360 kg/j 
MES 296 mg/L - 480 kg/j 
NTK 56 mg/L - 90 kg/j 

P total 15 mg/L - 24 kg/j 

            
 

Tableau n° 2.1.3 : Principales caractéristiques des eaux usées urbaines de Baccarat 
(source: station d’épuration) 

 
 2.1.4 Les petites stations de traitement d’eau usée 

 
D’autres stations d’épuration ont été visitées ponctuellement (Dombasle-sur-Meurthe, Saulcy-
sur-Meurthe..), afin de valider les différentes méthodes d’analyse d’images couleurs.  

 
2.1.5 Pilote de  boues activées  
 
Le pilote de boues activées est constitué de deux bassins en plexiglas fixés sur une ossature 
métallique (figure n° 2.1.3). Le premier bassin représente le réacteur d’aération. Il est formé 
d’une base pyramidale (l = 31,5 cm, h = 17 cm) et d’un corps cubique (c = 31,5 cm, h = 35,5 
cm). 
 
Son aération est réalisée en continu par cinq diffuseurs d’air poreux disposés au fond du 
bassin. La présence de trois vannes localisées à différentes hauteurs du réacteur permet 
d’obtenir plusieurs volumes réactionnels. La sortie la plus élevée sera utilisée au cours de nos 
manipulations, celle-ci permettant d’obtenir un bassin d’aération d’une capacité de 35 litres. 
Le décanteur est cylindrique (D = 18,75 cm, h = 14,25 cm) à fond conique (D = 18,75 cm, h = 
8,5 cm).  
 
Le décanteur possède trois vannes de sortie. Celles-ci permettent d’ajuster différents volumes 
pouvant aller de 9 à 15 litres. Un pont racleur de vitesse de rotation 5 rpm entraîné par un 
moteur de 3 watts permet d’entraîner une herse qui va décoller et épaissir les boues. Les 
débits d’alimentation et de recyclage sont fixés à 1,5 l/h, à l’aide d’une pompe péristaltique à 
deux voies (Gilson Miniplus 2).  
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Figure n° 2.1.3 : Pilote de boues activées 

 
2.1.6 Les réacteurs discontinus séquentiels de laboratoire 
 
2.1.6.1 Le réacteur discontinu séquentiel de type 1 

 
Le réacteur de forme cylindrique  permet d’admettre un volume utile de 6 litres (figure n° 
2.1.4). L’agitation est réalisée par un système Eurostar Power Ika®, constitué d’une tige 
d’agitation à pales inclinées. Le système d’aération est réalisé par une pompe et l’air est 
envoyé à travers un diffuseur poreux fixé au fond du réacteur. Une vanne située en bas du 
cylindre permet d’effectuer la vidange de celui-ci, et deux pompes péristaltiques 
(Masterflex®) assurent l’alimentation en substrat et le refoulement du surnageant. Le débit 
d’alimentation et de refoulement Qa et Qr sont fixés à 3L/h. Des sondes placées au niveau du 
réacteur ont permis d’enregistrer l’évolution du potentiel redox, de la concentration en 
oxygène dissous, du pH tout au long des différentes expérimentations.  

 

 
 

Figure n° 2.1.4 : Réacteur discontinu séquentiel de type 1 
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2.1.6.2  Le réacteur discontinu séquentiel de type 2 (figure n° 2.1.5) 
 

Il est constitué d’un cône et d’un cylindre qui le surplombe. Le volume maximal du réacteur 
est de 3 litres. L’ensemble des manipulations a été réalisé avec des  volumes de boues activées 
de 1,750 litres.  

 
Deux pompes péristaltiques (Mini-pump Fisher Scientific et Vial Medical 1000 mini Becton 
Dickinson) assurent le débit d’alimentation Qa et de refoulement du surnageant Qr de 16 
mL/min. 
 
L’aération est réalisée à l’aide d’un disque poreux disposé au fond du cône. L’apport 
d’oxygène est assuré par une pompe à air. Le volume de boues contenu dans le réacteur étant 
faible (1,750 litres), cette aération permet également d’assurer leur brassage. Les expériences 
réalisées dans ces deux réacteurs ne comportaient pas de phase d’anoxie. 
 
2.1.6.3  Les colonnes à bulles 
 
Ces réacteurs (figure n° 2.1.5) sont utilisés pour les expériences en condition de famine. Ils 
sont constitués d’une colonne cylindrique de diamètre 15 cm et de hauteur 70 cm avec à sa 
base un diffuseur d’air.   
 
 

 
 

Figure n° 2.1.5 : Les réacteurs: discontinu séquentiel de type 2 et colonnes à bulles  
 
 
 

 

 
Réacteur discontinu séquentiel de type 2

 
 Colonnes à bulles 
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2.1.7 La biomasse épuratrice et les alimentations en substrat 
 
2.1.7.1 Origine de la  biomasse 

 
L’ensemencement des différents réacteurs biologiques a été réalisé par des boues activées 
prélevées au niveau du dégazeur ou en sortie du Biolift® de la station d’épuration de Nancy-
Maxéville. Quelques prélèvements ont également  été réalisés sur la STEP de Pont à Mousson 
dans le bassin biologique. La concentration des matières sèches de manière générale est de 
l’ordre de 5 g/L. 

 
2.1.7.2 Les alimentations 

 
Sur le tableau n° 2.1.4 sont référencés les différents substrats ainsi que les pilotes :  

 
 
Substrat à base :  

D’extrait de 
viande (S1) 

 

 
Substrat  à 

base : 
Amidon/Glucose

Acétate (S3) 

 
Substrat à base : 

Acétate (S5) 

 
Substrat à base : 

Effluent brut 
STEP Maxéville 

(S6) 

 
Substrat à base : 

Glucose (S7) 
 

 

Pilote  boues 

activées et 

réacteur 

discontinu 

séquentiel 

 

Pilote de boues 

activées 

 

Réacteur 

discontinu 

séquentiel 

 

Réacteur 

discontinu 

séquentiel 

 

Réacteur 

discontinu 

séquentiel 

Tableau n° 2.1.4 : Les substrats 
 
- Préparation du  substrat à base d’extrait de viande (S1) :  

 
On utilise 628 g d’extrait de viande (Viandox®), 33,82 g de saccharose, 27,06 g de chlorure 
d’ammonium et 3,68 mL d’acide phosphorique par litre de substrat concentré. On répartit 
cette solution concentrée dans des flacons de 50 mL que l’on congèle. La dissolution d’un 
flacon de 50 mL dans 36 litres d’eau du réseau permettra d’obtenir le substrat 1 à 200 mgO2/l 
de DCO. 
     
- Préparation du substrat à base d’amidon (S3) : (d’après Boeije, 1999) 

 
On dissout dans 100 mL d’eau déminéralisée 85,3 g de chlorure de magnésium, 14,64 g de 
sulfate de fer, 2,42 g de chromate de potassium, 1,82 g de sulfate de cuivre, 0,27 g sulfate de 
magnésium, 0,425 g de sulfate de nickel, 0,25 g de chlorure de plomb, 0,525 g de chlorure de 
zinc. 10 ml de cette solution est ajouté à 27 g de glucose, 38 g d’acétate de sodium, 34 g 
d’amidon, 10 g d’urée, 4g de chlorure d’ammonium, 5 g d’extrait de levure, 3 g de 
dihydrogéno-phosphate de potassium que l’on ajuste à 100 mL d’eau déminéralisée. La 
dissolution de 1 mL de cette préparation dans 1 litre d’eau déminéralisée donne le substrat 2 
ayant une DCO de 100 mgO2/L. 
 
-Préparation du substrat à base d’acétate (S5) : (d’après Krishna et al, 1999) 

 
Ce milieu contient par litre 0,332 g de sulfate d’ammonium, 0,908 g d’acétate d’ammonium, 
0,5 g di-hydrogénophosphate de potassium, 0,3 g de sulfate de magnésium et 1 mL de 
solution de Vishniac et Santer (1957) contenant des traces de métaux. La DCO de ce substrat 
est de 400 mgO2/L. 
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-Préparation du substrat à base de glucose (S7) : (d’après Durmaz et al, 2001) 
 

Ce substrat synthétique  est composé de 935 mg/L de glucose, 200 mg/L de peptone, 600 
mg/L d’hydrogénophosphate de potassium, 300 mg/L de dihydrogénophosphate de potassium, 
225 mg/L de chlorure d’ammonium, 112,5 mg/L de sulfate de magnésium, 3,75 sulfate de fer, 
sulfate de zinc et de sulfate de manganèse, 15 mg/L de chlorure de calcium, 180 mg/L 
d’hydrogénocarbonate de sodium. La DCO du substrat 7 est de 970 mgO2/L. 
 
2.2 Les méthodes analytiques 
 
2.2.1 Les concentrations des boues 
 
2.2.1.1  Les matières sèches : MS  
 
La détermination des matières sèches ou également appelé extrait sec revient à faire sécher un 
volume connu de boues (25 mL) et à déterminer après évaporation totale de l’eau pendant 12h 
à 105°C, la masse de matières sèches restantes. Cette matière sèche correspond à l’ensemble 
des  matières en suspension et matières solubles. 
 
Pour cela on pèse une coupelle propre et sèche : P1 en g. 
On introduit 25 mL de boues que l’on place au four à 106°C. 
Après 12 h, on repèse la coupelle : P2 en g 
 
 La concentration s’exprime par : MS (g/L) = (P1-P2).1000/25 
 
2.2.1.2  Les matières en suspension : MES 
 
La mesure des MES est réalisée à l’aide d’un équipement de filtration sous vide qui permet le 
passage de l’eau analysée (100 mL) au travers d’un filtre de porosité 5µm. Les MES sont 
retenues sur le filtre et sont séchées à 105°C pendant 24 heures de manière à éliminer l’eau 
retenue sur celui-ci. On détermine au préalable la masse du filtre sec au départ (M1 en g) et la 
masse du filtre avec les résidus après séchage (M2 en g). 
 
La concentration s’exprime par : MES (g/L) = 1000.( M2-M1)/100 
 
2.2.1.3  Les tests de décantation  
 
Ce test va permettre de déterminer un volume de flocs biologiques présent dans un litre de 
boues activées. Il peut être réalisé dans une éprouvette de 1 litre ou dans un cône d’IMOHF 
après 30 minutes d’attente. 
 
Prélever 1litre de boues activées et les mettre dans le cône. 
Faire éventuellement des dilutions (1/4,1/2) avec de l’eau épurée du décanteur. 
Mesurer toutes les 5 minutes pendant 30 minutes la hauteur de boues. 
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2.2.1.4 L’indice de Mohlman (IM) 

 
On définit l’Indice de Mohlman (IM) ou Sludge Volume Index (SVI), comme étant le rapport 
du volume occupé par un litre de boue après 30 minutes de décantation (sans dilution) par la 
concentration de matière en suspension (MES). 
 

Indice de Mohlman (mL /g) = (V 30 minutes en mL/L) / (CMES en g/L) 
 

La valeur moyenne de l’indice de Mohlman est située entre 90 et 150 mL/g. Au dessus de 150 
mL/g des problèmes de décantation peuvent apparaître. 
 
 
2.2.1.5 L’indice de boues (IB) 
 
On est quelquefois amené à calculer un autre indice lorsque les boues décantent moyennement 
bien. Pour cela on détermine l’indice de boues en utilisant la dilution la plus faible pour 
laquelle le volume après 30 minutes de décantation (V 30) est inférieur à 300 mL. 
 

Indice de Boues (mL /g) = (V 30 de la dilution la plus faible < 300mL)  / (CMES en g/L). Dilution 
 
2.2.2  pH  
 
Ces deux paramètres ont été mesurés sur les échantillons de boues ou d’eaux usées. Ces deux 
mesures sont réalisées sous agitation. Le pH est mesuré avec une sonde Radiometer CL 217 
LT. L’électrode de verre contenant du KCl est combinée à une électrode Ag /AgCl. Avant 
chaque utilisation, la sonde est étalonnée avec des tampons pH = 4 et 10. L’erreur relative sur 
la mesure est de 0,1 unité de pH. 
 
 
2.2.3  Mesure du carbone organique total 
 
L’appareil est un COT mètre de type Appollo 9000 (TEKMAN- DOHRMANN). Le carbone 
est tout d’abord converti en CO2 dans le four à combustion. Un gaz vecteur balaie ensuite le 
CO2 produit à travers un détecteur infrarouge non dispersif (NDIR). Le NDIR, sensible à la 
fréquence d’absorption du CO2, génère un signal non linéaire. Ce signal est alors linéarisé et 
intégré sur la durée d’analyse de l’échantillon. La surface obtenue est ensuite comparée aux 
données de calibration mémorisées et une teneur en carbone exprimée en parties par million 
(ppm) est alors calculée. 
 
2.2.4  Le dosage des polysaccharides des boues 
 
500 mL de boues sont sonifiées pendant 3 minutes à 40 watts de façon à dissocier au 
maximum les flocs et ne pas lyser les microorganismes. L’appareil utilisé est un 
ultrasonificateur Vibracell de type 600 watts. Le choix de la puissance de sonification a été 
réalisé de façon à relarguer une quantité optimale de polymères extracellulaires contenus dans 
les flocs tout en limitant la lyse bactérienne. 50 mL de boues activées sonifiées sont 
centrifugées à 10 000 tours/min pendant 30 minutes et à 4°C. Le surnageant contient les 
polysaccharides contenus dans les flocs.  
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Les polysaccharides sont ensuite dosés par la méthode colorimétrique de Dubois et al (1956). 
Cette méthode repose sur la déshydratation à chaud des oses en milieu sulfurique et la 
formation de l’hydroxyméthyfurfural. Ce dernier réagit avec le phénol pour donner un 
composé coloré absorbant à 486 nm (figure n° 2.2.5). 
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Figure n° 2.2.5 : Absorbance du complexe coloré à 486 nm 
 
 

Un millilitre de phénol à 5 % est ajouté à un millilitre de surnageant (contenant de 1 à 100 mg 
équivalent glucose/L), avec 5 mL d’acide sulfurique concentré. Le mélange est placé au bain 
marie à 100°C pendant 5 minutes. Les échantillons sont repris et placés à l’obscurité pendant 
30 minutes et on lit l’absorbance à 486 nm. A partir d’une courbe étalon (10-100 mg/L), on 
détermine la concentration en mg équivalent glucose/L (figure n° 2.2.6). 
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Figure 2.2.6 : Droite d’étalonnage pour la mesure du glucose 
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2.2 5. La spectrophotométrie d’absorption UV-Visible 
 
Le spectrophotomètre utilisé  est un SECOMAM Anthélie Light® (figure n° 2.2.1), possédant 
une gamme spectrale de 200 nm à 900 nm. La précision est de plus ou moins 1 nm et la 
reproductibilité de 0, 1 nm. Une cellule en quartz de 10 mm a été employée. Deux sources de 
lumière sont utilisées : une lampe visible tungstène halogène et une lampe UV au deutérium. 
 
La vitesse de balayage a été fixée à 1200 nm/min. Avant chaque mesure l’échantillon est 
préalablement filtré pour éliminer les particules de grandes tailles qui ont tendance à diffuser 
la lumière incidente dans toutes les directions. Les blancs sont réalisés dans une cellule en 
quartz identique à la précédente avec de l’eau déminéralisée. 
 
 

 

 
 

Figure n° 2.2.1 : Spectrophotomètre UV- Visible 

 
2.2.6  Spectro-photocolorimètre HACH 2400 
 
La gamme de longueur d’onde de cet appareil peut s’étendre de 400 à 800 nm (± 1 nm). La 
sélection de la longueur d’onde peut s’effectuer manuellement en mode signal unique ou être 
automatique en mode programme. La lecture des résultats peut s’effectuer en mode 
transmission, absorption ou concentration. 
 
2.2.6.1 Turbidité 
 
La turbidité permet de nous donner des  renseignements sur  la transparence d'un liquide. Elle 
traduit la présence de particules en suspension  dans l’échantillon. La méthode qui a été 
employée mesure la lumière transmise à 450 nm avec un spectromètre DR/2400. Les résultats 
sont exprimés en unités FTU (Unité Formazine de Turbidité) dans une gamme de 0 à 450 
FTU. Le blanc a été réalisé avec de l’eau déminéralisée. La figure n° 2.2.2 représente la 
courbe d’étalonnage réalisée avec différentes solutions de formazine 400, 200, 100, 50, 10, 5 
FTU. 
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Figure n° 2.2.2 : Droite d’étalonnage pour la mesure de la turbidité 
 

2.2.6.2 L’ammonium 
 
La mesure de l’ammonium se fait à l’aide du spectrocolorimètre Hach 2400 et du réactif de 
Nessler pour des gammes de 0,02 à 2,50 mg/L. Le réactif de Nessler (iodo-mercurate de 
potassium alcalin) en présence d’ions ammonium est décomposé avec formation d’iodure de 
dimercuriammonium produisant une couleur jaune et absorbant à 425 nm. La figure n° 2.2.3 
présente la courbe d’étalonnage réalisée avec une solution de chlorure d’ammonium. Les 
résultats sont toujours exprimés en mg/L d’azote N. 
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Figure n° 2.2.3 : Droite d’étalonnage pour la mesure de l’azote ammoniacal 
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2.2.6.3  La DCO 
 
La DCO correspond à la quantité de di-oxygène nécessaire pour oxyder la majeure partie des 
composés organiques biodégradables ou non et certains sels minéraux oxydables. On réalise 
l’oxydation chimique des matières réductrices contenues dans l’eau par un excès de 
dichromate de potassium K2Cr2O7 en milieu sulfurique, en présence de sulfate d’argent 
(catalyseur) et de sulfate de mercure II (complexant des chlorures) pendant deux heures à 
ébullition. La demande chimique en oxygène (DCO) est exprimée en mg/L d’oxygène. 
 
La méthode DCO utilisée au cours de ces travaux repose sur le même principe que la méthode 
ci-dessus. On mesure la quantité d’ion chrome Cr3+ provenant de la réduction de l’ion 
dichromate Cr6+ par les composés organiques oxydables. Cette quantité est mesurée par 
absorbance à 620 nm. Au préalable il est nécessaire de préparer une droite étalon avec une 
solution de potassium-hydrogeno-phtalate (C8H5KO4) correspondant à une concentration en 
mg/L de DCO. 
 
Une solution mère de C8H5KO4 est préparée sur la base de 0,1280 g pour 100 mL d’eau 
distillée. Cette solution correspond à une concentration de 1500 mg/L de DCO et l’absorbance 
à 620 nm a été mesurée afin d’établir une droite étalon (figure n° 2.2.4). 
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Figure n° 2.2.4 : Droite d’étalonnage pour la mesure de la DCO  
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2.3 Les préparations microscopiques 
 
2.3.1  Préparations sans coloration  
 
2.3.1.1 Etat sec 
 
Cette préparation appelée « état sec » permet de déterminer différents paramètres 
morphologiques des bactéries filamenteuses et des flocs : nombre moyen et longueur des 
filaments, surface moyenne et « rugosité » des flocs (da Motta et al, 2001). 
 
Procédure : 
 
Etaler 15 µL de boues sur une lame et fixer à chaleur douce. Observer à un grandissement 
γ de 100X (objectif 10X). La fixation à la chaleur douce permet de figer une situation. Elle tue 
les microorganismes brutalement sans modifier leurs aspects morphologiques (figure 2.3.1). 
 

 
       
                        Figure n° 2.3.1 
       Bactéries filamenteuses et flocs : γ 100 X 

 
2.3.1.2 Etat frais 
 
L’état frais permet également de déterminer les différents paramètres morphologiques des 
flocs et des microorganismes filamenteux.  
 
15 µL de boues sont placés sur une lame en verre et recouvert par une lamelle. On observe à 
un grandissement γ de 100X. 
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2.3.2  Préparations avec les colorations classiques 
 

2.3.2.1 La coloration de Gram   
 
La procédure est celle de Jenkins et al (1993). 
 
On prépare les solutions suivantes : 
 
Solution N°1 : 

Violet de cristal  2g 
Ethanol à 95 %  20 mL 
Oxalate d’ammonium 0,8 g 
Eau déminéralisée  80 mL 
 

Solution N°2 : 

Iodure de potassium  2g 
Iode    1g 
Eau déminéralisée 300mL 
 
Solution N°3 : 

Safranine O : (2,5 % dans éthanol à 95 %) 10mL 
Eau déminéralisée :               100 mL 
 

- Fixer 100 µL de boue  sur une lame à chaleur douce. 
- Appliquer la solution N°1 pendant une minute, rincer à l’eau distillée 
- Appliquer la solution N°2 (1 minute), rincer à l’eau distillée.  
- Incliner légèrement la lame  et décolorer partiellement avec de l’éthanol à 95% 

  en faisant du goutte à goutte pendant 20 secondes environ. 
- Appliquer la solution N°3 une minute rincer et sécher. 

 
L’observation est réalisée  à un grandissement γ de 250 X avec de l’huile à immersion. Nos 
différentes manipulations avec la coloration de Gram ont été réalisées avec un kit GRAM-
HÜCKER (réactifs RAL France). 
 

 

Figure n° 2.3.2                                                                Figure n° 2.3.3 
Bactéries Gram (+) et  Gram (-) : γ  250 X.                              Bactéries Gram+ : γ 250X 
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2.3.2.2  La  coloration de Neisser  
 

Cette coloration est réalisée en milieu acide acétique en présence de bleu de méthylène et 
contre colorée par du Brun de Bismark. Les filaments contenant les granules de 
polyphosphates sont bleus foncés et considérés Neisser positif, alors que les filaments colorés 
en jaune brun sont Neisser négatif. Elle permet de mettre en évidence les réserves 
énergétiques (ATP) et de suivre l’évolution du polyphosphate sous forme de granulations bleu 
noir chez les bactéries filamenteuses.  
 
La procédure est celle décrite par Jenkins et al (1993). 
 
Solution de Bleu acétique 

Bleu de méthylène   1g 
Alcool absolu   20 mL 
Acide acétique glacial 50 mL 
Eau déminéralisée  950 mL 
 
Solution de brun de Bismark : 

Brun de Bismark  2 g 
Eau déminéralisée  1000 mL 
 

- Fixer 100 µL de boue sur une lame à chaleur douce. 
- appliquer la solution de bleu acétique pendant 10 minutes environ.  
- Rincer à l’eau déminéralisée 
- Recouvrir avec la solution de brun de Bismark pendant 1 minute. 

L’observation est réalisée en microscopie optique à contraste de phase en présence d’huile à 
immersion, grandissement γ de 250X (figure n° 2.3.4). 

 
2.3.2.3  La coloration de Loeffler  
 
Cette technique est basée sur une coloration au bleu de méthylène en milieu acide sulfurique 
et contre colorée en présence de safranine. Elle permet de mettre en évidence les 
polyphosphates sous forme de granulations bleues chez bactéries.  
 
La procédure est celle décrite par Clark (1981). 
 
Bleu de méthylène 1% 
Acide sulfurique concentré 0,1 % 
Solution d’iode similaire à la coloration Gram. 
Contre coloration safranine 1% 

 
- Fixer 100 µL de boue  sur une lame à chaleur douce. 
- Appliquer la solution de Bleu Méthylène Loeffler pendant 5 minutes et rincer  

            à l’eau déminéralisée. 
- Incliner légèrement la lame  et décolorer partiellement avec la solution d’acide 

sulfurique en pratiquant du goutte à goutte pendant 10 secondes environ. 
- Recouvrir pendant 1 minute avec la solution d’iode 
- Rincer à l’eau distillée 
- Contre colorer avec la safranine  
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On réalise l’observation en microscopie optique (objectif 25X) en contraste de phase. Les 
granules de PHB sont colorés en bleu clair et le cytoplasme en rose (figure n° 2.3.5). 
    

Figure n° 2.3.4                                                       Figure n° 2.3.5 
           Coloration de Neisser : γ 250X                             Coloration de Loeffler : γ 250X 
 
2.3.2.4  La coloration Noir de Soudan   

 
Elle est réalisée en présence de Noir de Soudan, composé très soluble dans les lipides et 
contre colorée par la safranine. Les filaments contenant du matériel lipidique (PHB) sont 
colorés en bleu et ceux qui n’en possèdent pas en rouge. 
 
La procédure est celle décrite par Clark (1981). 
 
Solution N°1 : noir de Soudan à 0,3 % (dans l’éthanol à 60 %) 
Solution N°2 : safranine O à 0,5 % 

- Fixer 100 µL de boue  sur une lame à chaleur douce. 
- Recouvrir avec la solution N°1 pendant 10 minutes et rincer  

            à l’eau distillée. 
- Appliquer la solution N°2 pendant1 minute 
- Rincer à l’eau 
- Laisser sécher 
-  

Les lames sont observées en microscopie optique en contraste de phase avec de l’huile à 
immersion au grandissement  γ : 250X.  
 

Figure n° 2.3.4                                                               Figure n° 2.3.5 
Coloration Noir de Soudan PHB+ : γ 250X             Coloration Noir de Soudan PHB- : γ 250X                        



  Chapitre 2 – Matériels et Méthodes    

    65

2.3.2.5  La coloration à l’encre de Chine (India ink) 
 
Le noir de carbone,  composant majoritaire de l’encre de Chine, pénètre à l’intérieur des flocs 
si leur composition en EPS n’est pas trop élevée. En revanche les boues contenant de fortes 
concentrations en composés extracellulaires bloquent l’entrée des particules de carbone 
(figure n° 2.3.6). 

 
 
La procédure décrite par  Jenkins et al en 1993 est réalisée. 
 
Solution d’encre de Chine 

- Etaler sur une lame 15 µL de boues et 5 µL d’encre de Chine, recouvrir d’une lamelle 
et observer au grandissement γ de 100X (objectif 10X) en contraste de phase. Les 
flocs contenant des composés extracellulaires apparaissent en blanc. 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

       

Figure n° 2.3.6 
Coloration à l’encre de Chine EPS : γ 100X  

 
2.3.2.6  La coloration à l’INT   
 
La coloration à l’INT permet de mettre en évidence l’activité respiratoire chez les bactéries 
filamenteuses présentes dans les boues activées. 
 
La procédure est celle décrite par Mauss et al (1997). 
 

- 50 µL de boues sont mises en suspension dans 950µL de solution d’INT à 
0,02g/100mL de tampon  (pH 7). La composition du tampon pH 7 pour un volume 
final de 100 mL (0,02 g INT, 5,3g KH2PO4 ,10,5 g K2HPO4, 0,02 glucose). 

- Faire deux lavages successifs à l’eau distillée par centrifugation pendant 2 à 3 minutes 
à 5000 tours par minute.  

- Reprendre le culot et  étaler 100 µL sur une lame, laisser sécher à chaleur douce. 
- La contre coloration est réalisée avec du bleu de méthylène (0,1 %) pendant 1 minute 

 
On observe en microscopie en contraste de phase au grandissement γ de 250X. Les granules 
d’INT sont colorées en noir dans les filaments.  
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Figure n° 2.3.7 
Coloration à l’INT : γ 250X 

 
2.3.2.7 La coloration au DAPI  
 
Le DAPI (4’,6-diamidino-2-phenylindole) est un colorant fluorescent très utilisé pour les 
méthodes FISH. C’est un intercalant spécifique de l’ADN. Le complexe ADN-DAPI excité en 
lumière UV à une longueur d’onde de 358 nm émet une lumière bleue pour des longueurs 
d’onde supérieures à 380 nm (figure 2.3.10 et 2.3.11). Le DAPI libre ou lié à des composés 
autres que l’ADN fluoresce très légèrement en jaune à des longueurs d’onde de 575 nm. Il 
permet de faire une énumération de la biomasse totale. Ce colorant pénètre aussi bien les 
bactéries qui ont des membranes intactes ou abîmées. 
 

- Mélanger  1 mL de boues et 600 µL de DAPI à 50µg/mL (solution de stockage à 100 
µg/mL de DMSO). 

- Incuber à température ambiante pendant quelques heures. 
- Etaler sur une lame 100µL de préparation et observer au microscope en 

épifluorescence, ou confocale à balayage au grandissement 100X (excitation 365 nm, 
émission 465 nm (bleu) et 575 (jaune)).  

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
  Figure n° 2.3.10 : Coloration au DAPI                      Figure n° 2.3.11 : Coloration au DAPI 
        (Observation : épifluorescence)     (Observation : multi photons) 
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2.3.2.8 La coloration BacLight  
 
La viabilité totale a été évaluée à l’aide de la coloration différentielle BacLight (Molecular 
Probes, Eugene, Oregon), basée sur l’intégrité de la membrane bactérienne. Ce test de 
coloration est composé de deux colorants fluorescents, le Syto 9 et l’iodure de propidium (IP) 
(se référer au tableau n° 1.6.3 du chapitre 1.6.2.1). 
 
Le Syto 9 a pour particularité de pénétrer dans toutes les cellules mortes ou vivantes et de se 
fixer à l’ADN. Il émet une fluorescence verte avec un spectre d’émission à 545 nm. Le 
deuxième fluorochrome utilisé est l’iodure de propidium (IP) de taille beaucoup plus grosse. 
Il pénètre dans les cellules dont la membrane est endommagée, exclut le Syto 9 et les colore 
en rouge (émission 635 nm). 
 
La procédure décrite par le fabricant (Molecular Probes, Eugene, Oregon) est utilisée. 
 

- Prendre 1 mL de boues et ajouter 3 µL de Bac-Light (mélanger deux volumes égaux 
des  composés A et B).  

 
• Le composé A est constitué d’une solution à  1,67 mMol/L  en Syto 9 et à 1,6 

mMol/L  en iodure de propidium préparés dans du DMSO. 
 

• Le composé B est constitué d’une solution à 1,67 mMol/L en  Syto 9 et à 18,3 
mMol/L en iodure de propidium préparés dans du DMSO. 

 
- Mettre l’échantillon à l’obscurité pendant 5 minutes. 

 
- Préparer entre lame et  lamelle 15 µL de solution et observer en microscopie 

d’épifluorescence sous un objectif de 10X (temps d’exposition 220 ms). La longueur 
d’onde d’excitation est de 470 nm, avec émission dans le vert  à 545 nm et dans le 
rouge à 635 (figure n° 2.3.12).  

 
 

 
 

Figure n° 2.3.12 :  
Biomasse vivante en vert et morte en rouge                                                      
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2.3.3  Préparation avec un marqueur moléculaire (FISH) 
 

Les différentes colorations fluorescentes ont été choisies en fonction de leurs spécificités pour 
les microorganismes et de leur perméabilité membranaire. L’ensemble des caractéristiques de 
chaque fluorochrome utilisé (spectres d’excitation et d’émission) est résumé dans le tableau 
n°1.6.3 chapitre 1.6.2.1. La plupart des marqueurs fluorescents proviennent de la société 
Molecular Probes. 
 
 
2.3.3.1 Coloration FISH 
 
La présence permanente de Nocardia Sp dans nos échantillons de boues activées nous a 
conduit à choisir une sonde spécifique à cette souche bactérienne : 
 
 FITC-5’TTAGACCCAGTTTCCCAGGCT 3’ (MWG-BIOTECH SA : Courtaboeuf,  France) 
 
La procédure suivante a été utilisée: (d’après Schuppler et al (1998) et Davenport et al (2000)) 

 
Tampon d’hybridation (volume final 2 ml) : 

360 µL de NaCl 5M (concentration finale 0,9 M) 
40 µL 1M tris HCL (concentration finale  20 mM pH 7,2) 
2 µL SDS 10% 
1000 µL de formamide  
598 µL eau déminéralisée stérile 
 

Tampon de lavage (Volume final 50 ml) : 

Nacl 5 M 180 µL  
1 ml de 1M tris HCL (concentration finale 20 mM pH 7,2) 
50 µL SDS 10% 
50 ml eau déminéralisée stérile 
 
Solution de PBS : 
130mM NaCl, 10 mm sodium phosphate buffer, pH 7,2. 
 

- Sonde : La sonde à ADN a été synthétisée par MWG-BIOTECH SA (Courtaboeuf, 
France). Elle est composée de 21 nucléotides avec en 5’ un marqueur FITC 
(Fluorescéine d’isothiocyanate). 

- Concentration  de la sonde pour les hybridations : 67 ng /µL.  
 
Fixation de l’échantillon : 
 

- Mélanger un volume de boues avec 1 volume d’éthanol à 97 % et laisser 16 heures à 
4°C. 

- Centrifuger à 5000g et enlever le surnageant. 
- Laver le culot avec un volume de PBS et le remettre dans un volume de PBS. 
- Ajouter un volume d’éthanol froid à 97% et mélanger. 
- Bien homogénéiser et prendre 5 µl de solution et étaler sur une lame de microscope. 
- Sécher la lame avec une source de chaleur douce. 
- Déshydrater la lame dans de l’éthanol à 50, 70, 90% pendant 3 minutes. 
- Attendre que la lame soit sèche 
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Perméabilisation :  

 
Elle peut être réalisée de plusieurs manières : 
 

- Soit avec de l’acide chlorhydrique : Récupérer la lame  et ajouter 20 µl  HCL à 1 
mol/L, incuber à 48 °C pendant  50 minutes. 

 
- Soit avec la mutanolysine (5000 U 20 µL pendant 10 minutes à température ambiante, 

rincer à l’eau distillée stérile) ou du lysozyme (10mg/mL pendant 20 minutes à 
température ambiante). Laver la lame à l’eau stérile et refaire une déshydratation dans 
de l’éthanol (3 minutes) 50, 70,90% et laisser sécher. 

 

Hybridation : 

 
- Mettre 1 µL de sonde et 8 µL de tampon d’hybridation sur la lame et la recouvrir. 

L’introduire  dans une boite de Pétri fermée et incuber 2 heures à 46°C.  (ajouter au 
fond de la boite de Pétri un peu de tampon hybridation) 

- Remettre la lame dans une nouvelle boîte avec du tampon de lavage pendant 15 
minutes à 46°C.  

- Rincer à l’eau stérile glacée  
 

Les observations s’effectuent en microscopie d’épifluorescence et contraste de phase au 
grandissement γ  de 100X.  
 
 

 
 

Figure n° 2.3.9 : Coloration FISH 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



  Chapitre 2 – Matériels et Méthodes    

    70

2.4 Les systèmes d’acquisition des images 
 
2.4.1 Les échantillons 
 
L’échantillonnage est étape est primordiale, car elle permet d’avoir une bonne représentativité 
et répétitivité des résultats. Le lecteur pourra trouver les différentes méthodes de préparation 
des échantillons microscopiques et les différentes observations microscopiques dans le 
chapitre 2.3. Les lames utilisées doivent être propres et le volume de boue (15 µL ou 100 µL) 
doit être étalé de manière uniforme. Le balayage de la lame de manière horizontale permet 
d’avoir un ensemble d’images représentatives de l’échantillon. La qualité des images 
dépendra donc du bon réglage de l’opérateur, du système de visualisation (propreté des 
objectifs) et de la qualité des préparations. 
 
2.4.2 Système d’acquisition en microscopie optique 
 
Le système d’acquisition des images couleurs pour les échantillons avec ou sans  colorant 
classique est composé d’une caméra Sony 3CCD EXAWAWEHAD (Tokyo, Japon), fixée à 
un microscope optique à contraste de phase Leitz Dialux 20 (Wetzlar, Allemagne) comportant 
cinq objectifs 2,5X, 10X, 25X, 40X, 100X et un oculaire 10X (figure n° 2.4.1). La carte 
d’acquisition Matrox (Toronto, Canada) permet de convertir l’image analogique en image 
numérique.  
 

 
 

Figure n° 2.4.1 : système d’acquisition des images couleurs avec ou sans  
                                             colorants  basiques 
 
Pour l’acquisition des images de morphologie bactérienne (état sec et état frais) ainsi que pour 
la quantification des EPS par coloration à l’encre de Chine (chapitre n° 2.3) un grandissement 
de 100X est utilisé. Un ensemble de filtres (Leitz, Wetzlar, Germany, 513 467) permet 
l’utilisation du contraste de phase avec les objectifs  25X, 40X ou 100X (filtres 2 et 3). 
 
Des séries de 50 images sont réalisées sur les lames « état sec », « état frais», EPS, Gram et 
PHB. L’ensemble des acquisitions d’images (taille 768 x 576 pixels en 8 bits format tif) a été 
réalisé avec un régulateur de puissance lumineuse Leitz (0 à 15 volts) et d’intensité de couleur 
RVB Sony RM C950 composé d’une échelle comportant 11 graduations (tableau n° 2.4.1).  
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La taille des pixels a été étalonnée à l’aide d’une lame étalon (NPL, National Physical 
Laboratory, Grande Bretagne). 
 

Préparations en 
microscopie optique 

Objectifs Régulateur de  
Lumière (0 à 15 volts) 

Régulateur de couleur 
RVB graduations (1 à 11) 

rouge et bleu 
Etat sec et état frais 10X 2 volts 4/11 et 9/11 

Gram 25X (huile) 6 volts 3/11 et 8/11 
Noir de Soudan 25X (huile) 6 volts 4/11 et 8/11 

Neisser 25X (huile) 6 volts 4/11 et 8/11 
Encre de chine 10X 1 volt 1/11 et 10/11 

 
Tableau n° 2.4.1 : Paramètres de réglage en microscopie optique 

 
2.4.3 Système d’acquisition en  microscopie d’épifluorescence 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  

Figure n° 2.4.2 : Microscope d’épifluorescence 
 
Ce système d’acquisition d’images est constitué d’un microscope Axiotech Zeiss (figure 
2.4.1), sur lequel est connectée une caméra vidéo monochrome Photometrics Sensys KAF 
1400-G2 (Roper Scientific USA). Le microscope possède cinq objectifs (5X, 10X, 20X, 
40,100X) et une lampe à vapeur de mercure 50 Watts comme source lumineuse. La carte 
d’acquisition utilisée est de type  Snapper Video et les images ont été acquises en utilisant 
différents jeux de filtres spécifiques des colorations fluorescentes. Pour l’étude de la viabilité 
de la biomasse, des séries de 40 images à l’objectif 10X ont été réalisées sur chaque 
échantillon de boues ainsi que pour les colorations DAPI et FISH. 
 
2.2.4 Logiciel de traitement d’images 
 
Les images ont été analysées à l’aide du logiciel Visilog 5 (Noesis, Les Ulis) à partir de 
routines écrites dans un langage semblable au langage C. Les résultats sont sauvegardés sous 
forme de fichiers texte qui peuvent être importés dans un tableur. 
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2.5 L’analyse d’images 
 
2.5.1 Les caractéristiques des images 
 
2.5.1.1 Les images monochromes 
 
Une image monochrome est composée d’un unique plan de pixels, avec chaque valeur de 
pixel codant généralement pour 256 niveaux de gris : le niveau de gris 0 correspond au noir, 
et le niveau de gris 255 au blanc (figures 2.5.1 et 2.5.2).  
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

  Figure n° 2.5.1 : Image monochrome                                 Figure n° 2.5.2 : Niveaux de gris 
 
2.5.1.2 Les images couleurs 
 
L’image couleur est l’association de trois plans de pixels en 256 niveaux de gris sur les trois 
couleurs primitives rouge, vert, bleu (figure n° 2.5.3 et 2.5.4). 
 

 
 
      
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure n° 2.5.3 : Image couleur                               Figure n° 2.5.4 : Couleurs primitives 
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2.5.2 Les principales transformations d’analyse d’images 
 

• Principale opération non morphologique utilisée dans ce travail. 
 
2.5.2.1 Seuillage : 
Le seuillage est une opération qui permet de transformer une image en niveaux de gris (256 
niveaux) en une image binaire à deux niveaux (figure n° 2.5.5). On sélectionne les niveaux de 
gris pour mettre en valeur l’information désirée. Dans l’image binaire l’ensemble des pixels 
d’intérêt prend le niveau 1.Tous les autres pixels (fond de l’image) sont mis à 0. Le seuillage 
est une étape critique qui peut être faite en mode manuel ou en mode automatique. Il est 
réalisé par entropie (Kanpur et al, 1985) ou par factorisation (Sonka et al, 1993), algorithmes 
proposés par le logiciel Visilog 5.  
 
 

                           
  
 
 

 
 
 
                           Figure n° 2.5.5 : image en niveau de gris et image binaire 
 

• Principales opérations  morphologiques utilisées dans ce travail 
 

2.5.2.2 Erosion et dilatation 
L’érosion d’un objet par un élément structurant est l’ensemble des points de l’objet pour 
lesquels l’élément structurant est totalement inclus dans l’objet. L’érosion supprime les petites 
particules, réduit la taille des autres (figure n° 2.5.6, image a, b, c). L’opérateur dual de 
l’érosion est la dilatation. Elle représente la ligne externe à l’objet. Elle augmente la taille des 
particules, peut combler des concavités et connecter des particules (figure n° 2.5.6, image d). 
 

 
 
 
 
 
 
 
  

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
                                           

 
 
 
 
 
 
 

Figure n° 2.5.6 : a) image binaire, b) image érodé d’ordre 1, 
 c) image érodé d’ordre 8, d) image dilaté d’ordre 2 

a 

d

b 

c 
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2.5.2.3 Ouverture et fermeture  
 
L’ouverture est composée d’une érosion suivie d’une dilatation par le même élément 
structurant B de centre X. Elle adoucit les contours, coupe les isthmes étroits et supprime les 
petites îles. La fermeture est une dilatation suivie d’une érosion. Cette fonction permet un 
remplissage des petits trous à l’intérieur des particules, élimine les petits détails par un lissage 
des contours de l’objet et connecte les particules proches. 
 
2.5.2.4 Erosion et reconstruction 
 
Cette fonction permet d’effectuer une érosion avec une taille de l’élément structurant imposé 
par l’opérateur. A l’aide d’une série de dilatations conditionnelles la reconstruction permet de 
récupérer les objets qui n’ont pas été détruits lors de l’étape d’érosion dans leur état d’origine 
(figure n° 2.5.7). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure n° 2.5.7 : érosion d’ordre 4 et reconstruction 
 

2.5.2.5 Squelettisation 
 
La squelettisation d’une image binaire permet d’extraire le squelette de l’image. Il représente 
en fait la quantité d’informations minimales qui décrit complètement l’image. Le squelette 
d’un objet est la ligne des points pour lesquels la distance du bord de l’objet est atteint par au 
moins deux points. Les éléments obtenus après squelettisation sont des lignes d’épaisseur 
d’un pixel (figure n° 2.5.8). 

 
 

                     
 
 
 
 
 
 
 
 
                                                                      

Figure n° 2.5.8 : a) Filaments binarisés, b) Squelette  
 

 

a b 
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2.5.3 Les programmes d’analyse d’images appliqués aux boues activées 

 
2.5.3.1 Transformation des images couleurs en images monochromes 
 
Les images acquises dans le système de représentation couleur Rouge-Vert-Bleu (RVB) sont 
d’abord transformées dans le système Teinte-Intensité-Saturation (TIS). Seule l’information 
contenue dans la primitive Intensité (identique à une image monochrome) est ici conservée 
(figure n° 2.5.9). 
 
 
 

 
Figure n° 2.5.9 : Image 1a : état sec couleur, image 2a : état sec monochrome 

          Image 1b : EPS couleur, image 2b : EPS monochrome 
 

2.5.3.2 Programme Noir sec (annexe A) 
 
Cette méthode d’analyse d’images a été décrite initialement par da Motta et al (2001) sur des 
préparations de boues activées observées entre lame et lamelle (état frais) sans fixation à 
chaleur douce. Le programme « Noir sec » a été développé à partir de cette procédure. 
 
Il permet de nous renseigner  sur la morphologie des bactéries filamenteuses et la surface des 
flocs au cours de différentes conditions environnementales (foisonnement, moussage). Les 
principales étapes sont représentées sur la figure n° 2.5.11. 
 
Des séries de 50 images ont été réalisées par lames (grandissement γ de 100X) après avoir 
fixé à la chaleur douce 15 µL de boues (chapitre 2.3).  
 
Les images initiales sont tout d’abord transformées en images monochromes (→ I1) suivant la 
procédure figure n ° 2.5.11. Une égalisation globale de l’histogramme des niveaux de gris est 
réalisée afin d’augmenter le contraste de l’image (→ I2). 

Image 1a Image 2a

Image 1b Image 2b

Programme

Col2ng

Image 1a Image 2a

Image 1b Image 2b

Programme

Col2ng
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Les images résultantes sont ensuite automatiquement  segmentées (seuillage par entropie) afin 
d’obtenir une image binaire (→ I3) qui permet de passer de 256 niveaux de gris à 2 (0 ou 1), 
et de visualiser le fond et les objets (filaments, flocs). 
 
Sur l’image I3 on applique les opérations d’érosion, de soustraction pour éliminer les flocs de 
l’image (→ I4).  
 
Une discrimination selon la taille est effectuée. Celle-ci permet de distinguer les flocs d’une 
part I5, les petits débris et les filaments d’autre part I6. L’identification des filaments est 
basée sur la taille et  le rayon de giration (rg) de chaque élément (da Motta et al 2002).  

 
  
         
               
 

 
M2X et M2y  sont les moments d’ordre 2 de l’élément considéré. Le diamètre équivalent des 
flocs (diamètre d’un disque de surface égale à la surface du floc) est déterminé par la relation 
suivante : 
 

    
π
S

2Deq =   , S  étant la surface projetée des flocs. 

 
Les éléments dont la surface est supérieure à 20 pixels et dont le rayon de giration est 
supérieur à 1,1 sont considérés comme des filaments. Chaque filament est squelettisé, c'est-à-
dire qu’il est réduit à un pixel d’épaisseur. Cette approche permet de dire que la longueur en 
pixel est égale à la surface totale occupée par le squelette. 
    
Au cours de cette procédure les filaments sont caractérisés par leur nombre (N), leur longueur 
de squelette (Ls) et la surface des flocs (Sflocs) en pixels. Après intervention d’un facteur de 
correction suivant le type d’objectif utilisé (objectif 10X, facteur 0,63) les valeurs sont 
exprimées en µm ou µm². 
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r
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Figure n° 2.5.11 : Les étapes du programme « Noir sec » 
 
 
 
2.5.3.3 Programme Gram (annexe A) 
 
LA  procédure "Gram" d’analyse d’images couleurs a été appliquée sur des séries de 50 
images. Elle permet d’établir les cinétiques de développement des bactéries filamenteuses 
Gram+ (couleur bleue) et Gram- (couleur rose) se trouvant à l’extérieur des flocs.  
 
Elle consiste dans un premier temps à isoler les bactéries non piégées dans les flocs puis à les 
caractériser en terme de couleur.  
 
La première étape consiste à transformer le système de représentation de l’image couleur 
RGB (Red - Green - Blue) en TIS (Teinte - Intensité - Saturation). Seule la composante de 
saturation (S) est récupérée (image I.3) et subit une égalisation des niveaux de gris (image 
I.4). 
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L’étape suivante consiste à réaliser un seuillage par entropie. Cette opération va permettre de 
transformer l’image en niveau de gris en une image binaire (image I5). Les images et les flocs 
se voient affecter la valeur 1 et le fond de l’image la valeur 0. A ce stade l’image binaire 
comporte de nombreux débris et flocs dont il faut se débarrasser pour ne  récupérer que les 
filaments ; à cet effet, on réalise des érosions linéaires suivies de reconstructions (image I7).  
 
L’élimination des flocs est réalisée par  dilatation  puis par soustraction logique de ceux-ci à 
l’image. Afin de ne garder sur l’image que les filaments désirés, on réalise une labellisation de 
l’image binaire pour les étiqueter. La discrimination entre les petits débris et les filaments sera 
réalisée à partir de la taille et du rayon de giration des objets (image I11). 
 
Les filaments sont ensuite squelettisés, c’est à dire réduit à une ligne d’une épaisseur de 1 
pixel (image I 12).  
 
Le squelette est ensuite nettoyé des petites branches inférieures à 5 pixels. Pour cela on isole 
les points terminaux du squelette. La fonction « point triple » permet d’isoler les points triples 
du squelette (points d’intersection). Les points triples sont dilatés puis soustrait du squelette 
initial. Enfin on reconstruit les branches du squelette par reconstruction à partir des points 
terminaux. (images I13 et I14).  
 
La dernière étape consiste à comptabiliser le nombre de pixels rouges (R) et bleus (B) 
appartenant aux bactéries filamenteuses. Un pixel sera dit bleu lorsque sa composante bleue 
est plus élevée que sa composante rouge (B valeur ≥ R valeur)  et inversement pour un pixel 
rouge (B valeur < R valeur). La méthode ne repose donc pas sur un seuil de couleur qu’il 
faudrait ajuster pour chaque image. 
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Figure n° 2.5.12 : Les étapes du programme Gram 
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Deux méthodes de calcul ont été réalisées pour analyser les résultats : 
 
La Méthode « binaire » : 

 

Pour calculer la proportion de bleus contenus dans chaque fragment de filaments, on 
détermine la proportion P de pixels bleus. Si la proportion P≥ 50% le filament est considéré 
comme bleu (Gram+). Inversement si la proportion P< 50% le fragment est considéré comme 
rouge (Gram-). 
 
La Méthode « floue » : 

 
Lorsque les fragments filamenteux possèdent un nombre de pixels bleus et rouges très proche 
il est difficile de déterminer la nature de ceux-ci. 
 
On adopte dans ce cas la méthode « floue ». Un fragment sera comptabilisé comme bleu si P≥ 
66% (Gram+) et comme rouge si P ≤ 33 % (Gram-). Lorsque P est compris entre 33% et 66% 
(33%< P < 66%) les fragments de filaments sont dits indéterminés. 
 
2.5.3.4  Programme PHB (annexe A) 
 
Cette méthode d’analyse d’images est similaire à la méthode Gram, puisque les bactéries 
filamenteuses contenant des granules de PHB (poly-β-hydroxybutyrate) prennent une 
coloration bleue et celles dépourvues de granules restent roses.  
 
Pour ce type de filaments, on calcule la proportion de pixels bleus pour chaque fragment. Sur 
ces images couleurs, seuls les pixels bleus contenus dans les microorganismes nous 
intéressent puisqu’ils représentent les granules de poly-β-hydroxybutyrate.  
 
Nous déterminons ensuite les fréquences d’apparition des filaments pour chaque proportion  
de pixel bleue. Plus les fréquences d’apparition des pixels bleus sont proches de 100 % plus 
les filaments seront chargés en PHB. 
 
Les principales étapes du programme se trouvent illustrées sur l’organigramme de la figure n° 
2.5.13. 
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Figure n° 2.5.13 : Les étapes du programme PHB   
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2.5.3.5 Programme EPS (annexe A) 
 
Le programme « EPS » permet de quantifier les EPS en "volume de blanc" (niveau de gris) 
contenus dans les flocs des boues activées.  
 
Lors de l’acquisition il est impératif que l’opérateur s’assure d’un éclairage uniforme  et 
constant. 
  
Une image est une entité à trois dimensions : x, y et niveau de gris. Il est donc possible de 
déterminer le volume en pixels "V ". 
 

"V(X) " = ∫ I (x,y) dxdy    
                                                                       R²                                               

 
Avec I (xi, yi) étant l’intensité d’un pixel de coordonnée xi, yi. 

 
La fraction volumique (%) de polymères extracellulaires par image est obtenue en formant le 
rapport suivant : 

   
f (EPS) =  "V(X) " x 255 / Taille de l’image 

 
2.5.3.6  Programme Viabilité (annexe A) 
 
Le programme « Viabilité » permet d’estimer la viabilité de la biomasse des boues activées. 
Cette coloration permet de visualiser la biomasse morte en rouge et vivante en vert. Les 
images acquises pour la viabilité de la biomasse (45 images) ont été réalisées avec un 
microscope d’épifluorescence et un objectif 10 X (voir paragraphe 2.3.2.8). Pour chaque 
échantillon des séries de 45 images ont été réalisées. 
 
 
La viabilité sera déterminée par la valeur moyenne de la surface totale de pixels verts et 
rouges pour chaque image. Le pourcentage de biomasse viable ou morte correspondra au 
nombre de pixels verts ou rouges (respectivement) contenus dans la surface définie par la 
silhouette de la biomasse. Un pixel sera considéré coloré lorsque sa composante verte ou 
rouge sera supérieure à ε. 
 
La valeur ε représente le seuil coloré du fond de l’image verte ou rouge. Un pixel sera dit vert 
quand sa composante verte V > ε et rouge si R > ε. 
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CHAPITRE III 

 
 

 
Etudes morphologiques et physiologiques de la 
biomasse des boues par analyse automatique 
d’images. 
 
Comme nous l’avons vu dans les chapitres précédents, la reconnaissance et l’abondance des 

bactéries filamenteuses ainsi que la structure des flocs permettent  aux exploitants des stations 

d’épuration de prévenir des différents dysfonctionnements biologiques. 
 

Dans ce chapitre sont présentés les résultats de l’analyse de la biomasse des boues obtenues 

par cinq programmes d’analyse d’images : programme " Gram " (quantification des 

populations Gram positifs ou négatifs), " PHB " (étude du métabolisme lipidique), " Noir 

sec " (étude de la morphologie), " EPS " (quantification des polymères extracellulaires), " Bac 

Light " (étude de la viabilité).  

 

La première partie portera sur la validation des différentes méthodes d’analyse d’images 

utilisées. Deux points particuliers seront également développés: le premier mettra en avant les 

problèmes rencontrés avec certaines colorations microscopiques et l’autre les coûts des 

différentes colorations.  

 

Les parties qui suivent seront consacrées à deux études : statique et dynamique. 

 

L’étude statique nous renseignera sur la physiologique et la morphologique de la biomasse 

des boues activées de stations d’épuration en Lorraine. En se basant sur des données de la 

littérature (stress environnementaux causés par des alimentations diverses, la température, un 

bactéricide) l’étude dynamique nous permettra de suivre à partir des procédures de colorations 

et d’analyse d’images développées l’évolution des paramètres morphologiques et 

physiologiques.  
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3.1 Validation des différentes méthodes d’analyse d’images :  
 

Afin de mieux cerner les études sur les flocs et les bactéries filamenteuses des boues activées, 

il est important de faire un choix parmi les nombreuses méthodes de colorations 

microscopiques (colorations classiques ou  fluorescentes) existantes. La première phase du 

travail consista donc à tester plusieurs types de colorations et à en tirer des résultats 

quantitatifs. 

 
3.1.1 Validation de la méthode de caractérisation des populations Gram 
 

Pour valider cette méthode, nous avons dans un premier temps comparé les résultats obtenus 

par analyse automatique d’images avec une méthode manuelle de comptabilisation. Ce test a 

été effectué par un opérateur sur une série de 34 images issues de différents échantillons de 

boues. La méthode manuelle a été réalisée en surlignant avec la souris le squelette des 

bactéries filamenteuses Gram positif ou Gram négatif. Chaque longueur de filament sera 

exprimée en nombre de pixels (figure n° 3.1.1). 
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Figure n° 3.1.1 : Comparaison de la  quantification des bactéries 

 Gram + entre les méthodes manuelle et automatique (un opérateur) 
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                    Figure n° 3.1.2 : Comparaison de la  quantification des bactéries 

Gram + entre les méthodes manuelle et automatique (deux opérateurs). 
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On remarque une bonne corrélation entre la méthode de reconnaissance visuelle (manuelle) et 

la méthode de quantification binaire. La valeur du coefficient de corrélation obtenue entre les 

méthodes manuelle et automatique est de 0,94. Un deuxième test faisant intervenir deux 

opérateurs a été réalisé en utilisant les deux méthodes (figure n° 3.1.2). Les corrélations que 

l’on observe sont correctes puisque les valeurs sont de 0,91 pour le premier opérateur et de 

0,94 pour le second. L’utilisation du test de Kruskal-Wallis (variance non paramétrique) a 

montré qu’il n’y avait pas de différence entre les trois séries de résultats pour un seuil fixé à 5 

%. En effet, on remarque que pour cette série d’images le pourcentage de bactéries Gram 

positif est de 86 % par la méthode automatique  alors que pour la méthode manuelle les 

valeurs obtenues par deux opérateurs sont 84 % et 85 %. 

 

Afin d’optimiser le nombre d’images à saisir, des séries de 100 images ont été réalisées. Dans 

le tableau n° 3.1.1 se trouvent une série de 100 images et quatre séries de 50 images pris au 

hasard parmi la série initiale. Pour la méthode binaire 50 images sont suffisantes. Un test de 

répétitivité avec un opérateur sur trois lames d’un même échantillon est reporté dans le 

tableau n° 3.1.1. L’écart type mesuré pour la méthode binaire est inférieur à 5% et celui de la 

méthode floue pour les deux classes (% Gram indéterminé et % Gram -) est élevé. Dans le 

second test de répétitivité (tableau n° 3.1.1) les deux lames sont observées par des opérateurs 

différents. On remarque que, pour cette série de deux lames, les valeurs sont beaucoup plus 

proches entre les opérateurs et la méthode binaire. De manière générale la méthode binaire est 

beaucoup plus robuste que la méthode floue pour des séries de 50 images. 

 

Tableau n° 3.1.1 : Tests de répétitivité et de reproductibilité des bactéries Gram + /–  
Méthode binaire Méthode floue Même opérateur 

Tableau A % Gram + % Gram +        % Gram indéterminé         % Gram - 

Série de 100 images 93 77 19 3 

Série 1 (50 images) 94 49 30 20 

Série 2 (50 images) 91 71 24 5 

Série 3 (50 images) 95 70 25 13 

Série 4 (50 images) 93 82 14 15 

Moyenne des 4 séries 93 70 22,5 11 

Ecart type 1,5 12,5 6 7 

 
Méthode binaire Méthode floue Même opérateur 

Tableau B      % Gram +      % Gram +      % Gram indéterminé       % Gram - 

Lame 1 (50 images) 30 19 31 50 

Lame 2 (50 images) 22 10 24 66 

Lame 3 (50 images) 30 13 42 45 

Moyenne 27,5 14 32,5 53,5 

Ecart type 4,6 4,6 9 11 

 
Opérateur Méthode binaire Méthode floue  

Tableau C      % Gram +      % Gram +       % Gram indéterminé         % Gram - 

Lame 1 1 81 55 36 9 

 2 83 71 20 9 

Lame 2 3 86 81 13 6 

 4 77 53 37 10 
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3.1.2 Validation de la méthode d’analyse d’images pour quantifier les polymères     
extracellulaires (EPS) 
 
Des tests identiques aux précédents (reproductibilité et répétitivité) ont été effectués sur des 

échantillons de boues pour valider la méthode de quantification des polymères extracellulaires 

(tableau n° 3.1.2). Les écarts types observés sont très faibles, inférieurs ou égaux à 1%. 

L’examen de différentes séries d’images (50 images ou 100 images) nous indique que les 

fractions d’EPS sont identiques. L’acquisition de 50 images semble être suffisante pour 

estimer la teneur en exopolymères. 

 
Tableau n° 3.1.2 : Tests de reproductibilité et de répétitivité des EPS 

 
1 opérateur 

Une lame 

1 opérateur 

Trois lames 

2 opérateurs 

Lame identique 

  Fraction EPS (%)  Fraction EPS (%) Fraction EPS (%) 

Série de100 images  16 Lame 1 15 Opérateur 1 Opérateur 2 

Série 1 (50 images)  16,5 Lame 2 17 13,5 % 14% 

Série 2 (50 images)  17,5 Lame 3 16   

Moyenne  16,6 Moyenne 16   

Ecart type  0,7 Ecart type 1   

 
3.1.3  Etude comparative de la morphologie par deux méthodes "état sec"et"état frais " 

 

 

Figure n° 3.1.5 : Comparaison des paramètres morphologiques entre les deux méthodes : 

"état sec (A) et état frais (B)"  

 

Au travers de cette série de résultats (figure n° 3.1.5), nous avons voulu comparer les deux 

méthodes d’analyse d’images applicables à la morphologie des flocs et des bactéries 

filamenteuses : la « méthode état sec » (échantillon fixé à la chaleur douce) et la méthode 

"état frais" sans fixation. Lorsque l’on compare ces deux techniques, on s’aperçoit que la 

surface des flocs évolue de manière identique tout au long de l’expérimentation. En revanche, 

le nombre de filaments comptabilisés par la méthode état sec est supérieur. 

 

Si on examine les deux préparations d’échantillons, on voit qu’une méthode fait intervenir la 

fixation à la chaleur douce (état sec) et l’autre non. Ce type de fixation permet de réaliser une 

focalisation beaucoup plus facile. Les acquisitions d’images sont plus compliquées avec la 

méthode état frais (superposition de différents plans focaux, visualisation moins nette).  
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Lors du traitement automatique, les images acquises par la technique « noir sec » permettent 

de récupérer plus aisément les filaments situés à l’intérieur des flocs, contrairement à la 

seconde méthode. Cette étude comparative nous montre que les préparations par fixation à 

chaleur douce permettent de récupérer beaucoup plus facilement des informations morpho-

logiques. 

 
3.1.4 Validation de la méthode "Noir sec" pour l’étude de la morphologie des flocs et 

des bactéries filamenteuses. 
 
Pour valider la méthode "Noir sec" (quantification et longueur des filaments, surface des 

flocs), nous avons procédé à différents tests de reproductibilité. Des essais ont été effectués 

avec un ou plusieurs opérateurs en réalisant des séries d’images sur une lame identique ou 

différente (tableaux n° 3.1.3). On observe de manière générale, que les erreurs commises avec 

un opérateur sur des lames différentes d’un même échantillon sont très faibles (inférieures à 2 

%) et que le nombre minimal d’acquisitions nécessaire, pour utiliser cette méthode, est de 50 

images. 

 

Tableaux n ° 3.1.3 : Tests de répétitivité et de reproductibilité pour le programme "Noir sec". 

(valeurs moyennes par image) 

 
Opérateur 1 

 Lame 1 

Surface 

 totale  

(µm²) : St 

Surface  

 des Flocs  

(µm²) : Sf 

Nombre  

de filaments :  

Nf 

Longueur  

du squelette  

(µm) : Ls  

Série 

(100 images) 

 

106547 

 

102235 

 

33 

 

1428 

Série 1 

(50 images) 

 

106244 

 

101819 

 

34 

 

1456 

Série 2 

(50 images) 

 

105928 

 

101585 

 

34 

 

1434 

Lame 2 

Série 3 

(50 images) 

 

107191 

 

102911 

 

33 

 

1421 

Moyenne 106454 102137 33 1435 

Ecart type 657,3 707,5 0,5 17,5 

% erreur 0,6 0,7 1,3 1,2 

 

 
 

 Lame 1 

Surface 

 totale   

(µm²) : St 

Surface 

 des flocs 

(µm²) : Sf 

Nombre  

de filaments : 

 Nf 

Longueur  

du squelette 

 (µm) : Ls  

1er  opérateur 

50 images 

 

110362 

 

106030 

 

34 

 

1415 

2éme 

opérateur 

50 images 

 

110988 

 

106447 

 

34 

 

1517 

Moyenne 110675 106239 34 1466 

Ecart type 442,5 294,5 0,3 72,5 

% erreur 0,4 0,3 0,9 5 
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Dans le tableau n ° 3.1.3 se trouvent les différentes observations réalisées sur une même lame 

avec deux opérateurs. On remarque que le paramètre « longueur de squelette » (erreur 5%) est 

un peu plus sensible que les paramètres « surface des flocs et  nombre de filaments » 

(inférieur à 1%). L’erreur observée sur la longueur des filaments peut être due à la procédure 

de traitement d’images qui parfois élimine une partie des filaments situés en bordure des 

flocs.  

 

Pour aller plus loin dans l’étape de validation, nous avons également regardé l’effet de 

dilutions (réalisées avec de l’eau clarifiée) sur notre méthode de quantification. La figure n° 

3.1.4 représente l’évolution du nombre de filaments et de la surface des flocs en fonction des 

matières sèches à trois dilutions : 1/2, 1/4, 1/8.  

 

  

 

      Figure n° 3.1.4 : Corrélation entre les matières sèches des boues et le nombre de filaments  

       moyen  par image ou la surface moyenne des flocs par image pour différentes dilutions. 

 

On voit effectivement que la corrélation entre la surface des flocs et le nombre de filaments en 

fonction des matières sèches est relativement précise puisque le coefficient de corrélation est 

de l’ordre de 0,9. Les images obtenues au cours de cette manipulation nous ont montré que 

plus la dilution est importante plus la surface diminue (figure n° 3.1.5). On assiste  à une 

défloculation. 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

Sans dilution Dilution 1/2 Dilution 1/4 Dilution 1/8 

 

Figure n° 3.1.5 : Images de la biomasse à différentes dilutions (100X)  

 

L’ensemble de ces tests nous permet donc de valider cette procédure appliquée à la 

quantification des bactéries et à la morphologie des flocs. 
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3.1.5 Viabilité de la biomasse  

La viabilité de la biomasse a été testée dans un premier temps sur des échantillons de boues 

prélevés dans le bassin de dégazage de la station de traitement des eaux usées de Nancy- 

Maxéville. 

Tableau n° 3.1.5 : Viabilité sur des boues saines et mortes. 

 
Echantillons % de bactéries  

viables (Syto 9) 

Echantillon A : boues activées 

  sans traitement  

 

65 

Echantillon B : boues activées 

après traitement au chlore 

 

18 

 

La coloration au "BacLight" nous montre que: (figure n° 3.1.6)  

 

- Dans l’échantillon témoin (réacteur A), on trouve un taux de viabilité de 65 %. Afin de 

vérifier si le taux dépend de l’échantillon, nous avons réalisé des tests sur des boues de 

différentes stations. Les résultats obtenus nous ont donné des taux de viabilité proche de 

64 %. 

- La quasi totalité de la biomasse observée dans le réacteur B est morte. Les bactéries ont  

été lysées par le bactéricide composé de Chlorure de di méthyl, alkyl benzyle ammonium 

(82% mortes) et les protéines issues des cellules lysées ont favorisé le moussage avec 

l’aération (tableau n° 3.1.5). Cette lyse a donc provoqué une défloculation. Cette 

observation est confirmée par le calcul de la surface des flocs : la valeur moyenne des 

surfaces de flocs pour le témoin est de 132106 µm² et pour la biomasse morte de 64401 

µm². 

Moussage   

(lyse cellulaire) 

 

Figure n° 3.1.6 : Photographie des réacteurs expérimentaux 

 

                                      

A : Témoin          B : Traitement bactéricide 
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3.2 Problèmes rencontrés au cours de certaines colorations 

 
3.2.1  Les méthodes de coloration classiques : INT, Loeffler, Neisser et DAPI  
 
La coloration de Loeffler ou Neisser apporte des informations sur le stockage des 

polyphosphates sous forme de granules. Pour la coloration de Loeffler (image A figure n° 

3.1.7), la visualisation des granules est souvent altérée par l’action de l’acide sulfurique 0,1 % 

au cours de la décoloration. Pendant cette étape on remarque une disparition des granules 

contenues dans les bactéries filamenteuses et d’autant plus si celles-ci sont peu chargées en 

polyphosphates (voir chapitre matériels et méthodes).  

 

La différence entre les bactéries possédant ou ne possédant pas des polyphosphates devient 

donc très difficile à faire dans ce cas. Cette technique de coloration ne sera donc pas retenue 

pour nos différentes expérimentations. 

 

Au cours de l’étape de coloration à l’INT (image B figure n° 3.1.7) on remarque que les 

filaments contenant les cristaux se fragilisent (lavage par centrifugation pour éliminer le 

surplus d’INT) et libèrent de ce fait les cristaux dans le milieu. La comptabilisation des 

granules devient donc impossible. Les cristaux de formazan observés avec la coloration à 

l’INT sont visibles en contraste de phase, mais il est nécessaire de contre colorer au bleu de 

méthylène l’échantillon pour visualiser les filaments.  

 

A : (250X) B : (250X) 

 

Figure n° 3.1.7 : A, coloration de Loeffler ; B, coloration à l’INT 

 

Le DAPI est très utilisé en FISH pour contre colorer les cellules et énumérer les populations. 

C’est un agent intercalant spécifique de l’ADN double brin. Les bactéries apparaissent en 

bleu. Les premiers essais de coloration sur les bactéries filamenteuses des boues activées ne se 

sont pas révélés très concluants. Les filaments apparaissaient très peu colorés. Une 

augmentation du temps d’exposition permettait de les visualiser un peu mieux. Dès lors le 

signal  d’émission du DAPI devenait plus court et l’acquisition des images devait être rapide. 

D’autres observations ont été réalisées après avoir modifié les concentrations du DAPI et le 

temps d’incubation. Les images obtenues étaient identiques aux précédentes.  

 

La pénétration du DAPI à l’intérieur des bactéries filamenteuses (Gram+) est une étape 

importante. Elle permet de visualiser correctement les microorganismes en microscopie. De 

Los Reyes et al (1998), ont montré que ce type de population bactérienne contient des 

molécules d’acide mycolique rendant la membrane imperméable. Afin d’éviter ce problème, 

nous avons utilisé une enzyme permettant de fragiliser la paroi bactérienne (chapitre Matériels 

et Méthodes) : « le lysozyme ».  
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3.2.2  La méthode FISH appliquée aux boues activées 
 
La sonde qui a été utilisée au cours de ces différentes manipulations est une sonde MNP1 à 

ADN simple brin spécifique de Nocardia sp, qui s’hybride sur les sous unités 16S des ARN 

ribosomiques. Pendant nos préparations nous nous sommes heurtés à différents problèmes : la 

perméabilité de la paroi bactérienne et les hybridations aspécifiques. Concernant la 

perméabilité, le traitement à l’acide chlorhydrique suivi d’une incubation à 48°C pendant 50 

minutes s’est avéré efficace ainsi que le traitement au lysozyme. L’hybridation est réalisée 

avec un tampon à  50 % de formamide. 

 

Les figures n° 3.2.1 et 3.2.2 montrent respectivement une image en contraste de phase et 

l’image en épifluorescence qui lui est associée. Si on observe uniquement les bactéries 

filamenteuses on se rend compte qu’elles sont pratiquement toutes détectables sur l’image en 

épifluorescence alors que leur morphologie n’est pas celle de Nocardia sp (filaments courts et 

très branchés). Pour vérifier que ces hybridations aspécifiques ne sont pas dues à notre 

méthode nous avons dans un premier temps modifié le temps des phases de lavage et/ou 

augmenté la température d’hybridation de la sonde.  

 

Les résultats ont montré que malheureusement cette sonde s’hybride avec de nombreuses 

souches bactériennes présentes dans les boues activées. Celle-ci ne semble donc pas très 

spécifique. Des résultats similaires ont été obtenus par Schuppler et al (1998). En effet, ils 

observent que certaines sondes s’hybrident de manière aspécifique sur les plasmides de 

nombreuses bactéries.  

 

La perméabilité des parois des microorganismes et la spécificité de la sonde oligo-

nucléotidique vis-à-vis des ARN ribosomiques restent les points majoritaires pour obtenir une 

bonne hybridation. Il s’agit là bien sûr, de premiers tests qui devront être réitérés pour 

améliorer cette procédure.  

  

Hybridation aspécifique                Hybridation 

                                               spécifique :Nocardia sp 

 

 
Nocardia sp 

         Figure n° 3.2.1 : Image FISH                             Figure n° 3.2.2 : Image en contraste 

   (400 X)                                                      de phase (400X) 

 
 
 
 



                                              Chapitre 3 – Etudes morphologiques et physiologiques des boues 

 92

3.3 Etude technico-économique et avantages sur les différentes colorations 

 
Une étude technico-économique nous a permis d’évaluer le coût financier de chaque 

coloration microscopique (tableau n° 3.3.1). Il s’est avéré que les colorants classiques (Gram, 

PHB, EPS, Neisser) ont des prix de revient nettement plus abordables que les colorants 

fluorescents. On note également qu’en plus de leurs prix d’achats élevés, les marqueurs 

fluorescents ont un nombre plus limité de préparations d’échantillons (entre 25 et 2000 

essais). Si on compare les deux méthodes (colorations classiques et fluorescentes), on constate 

qu’environ 2 g de chaque réactif sont nécessaires pour composer une coloration classique et 

réaliser 1000 essais. 

 

Globalement, les colorations microscopiques classiques sont techniquement beaucoup plus 

faciles à réaliser et nécessitent moins de temps de préparation. A ceci vient s’ajouter le 

matériel utilisé pour ces observations. La probabilité de trouver un microscope optique pour 

les observations en routine dans les laboratoires des stations d’eaux usées sera beaucoup plus 

grande que celle d’un microscope à épifluorescence.  

 

Tableau n° 3.3.1 : Prix et points positifs des colorations microscopiques pour 100 essais 

 

Réactifs Colorations Prix pour 

100 essais 

Points positifs 

Kit Gram Hücker 

Pour 100 essais 

Gram 3,8 € Temps de préparation : 7 minutes 

microscope optique 

Noir de Soudan et Safranine 

Pour 100 essais 

PHB 0,01€ Temps de préparation : 

 15 minutes microscope optique 

Encre de Chine 

Pour 100 essais 

EPS 0,03 € Temps de préparation :  

5 minutes : microscope optique 

Bleu de méthylène 

Brun de Bismark 

Pour 100 essais 

 

Neisser 

 

 

0,2 € 

Temps de préparation :  

15 minutes 

microscope optique 

DAPI (100 µg/mL) 

Pour 100 essais 

 

DAPI 

 

10 € 

Temps de préparations : 1 heure 

microscope d’épifluorescence 

Sonde 21 nucléotides 

pour Nocardia sp 

Pour 100 essais 

 

FISH 

 

204 € 

Temps de préparation : 10 heures 

microscope d’épifluorescence 

Bac Light (Syto 9 et iodure 

de prodium) 

Pour 100 essais 

 

Viabilité 

 

34,7 € 

Temps de préparation : 15 

minutes 

microscope d’épifluorescence 

Vermicon Kit hybridation 

pour Microthrix 

Pour 100 essais 

 

FISH 

 

3000 € 

 

Temps de préparation : 

30 minutes 

 

3.4 Les méthodes d’analyse d’images  appliquées à différentes stations 
d’épuration 

 
Dans cette partie sont présentés les résultats des méthodes d’analyse d’images obtenus sur 

différents sites. Cette campagne d’analyse a eu lieu au cours de la période d’octobre 2003 à 

juillet 2004. Toutes ces observations ont été réalisées sur des boues biologiques urbaines ou 

industrielles.  
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L’ensemble de ces stations d’épuration sont situées en Lorraine : Nancy-Maxéville, Pont-à-

Mousson, Saulcy-sur-Meurthe, Baccarat, Dombasle, Custine. Les différents échantillons de 

boues activées sont acheminés au laboratoire et conservés à 4°C. L’observation 

microscopique est effectuée immédiatement afin de ne pas trop modifier les différents 

paramètres morphologiques ou physiologiques de la biomasse. 

 

Les résultats obtenus par la méthode Gram pour caractériser les populations sont présentés sur 

les figures n° 3.4.1 a et b. Les valeurs moyennes que l’on observe sont obtenues pour des 

séries de 50 images couleurs par échantillon.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figures : n° 3.4.1 a : Estimation des populations Gram sur différentes installations 

 

Figure n° 3.4.1 b : Estimation des populations Gram sur différentes installations 

 

L’ensemble de ces résultats montrent que la plupart des sites observés sauf celui de Saulcy-

sur-Meurthe présentent une prédominance des populations Gram- (figure n° 3.4.1 b). 

L’observation morphologique et physiologique des boues de Saulcy-sur-Meurthe (avec 

traitement « anti-moussage » ou sans) nous indique un développement important des bactéries 

filamenteuses Gram + (Microthrix, type 041) synonyme d’un moussage ou d’un bulking. 

L’hypothèse du moussage sera confirmée par la présence d’une épaisse mousse à la surface 

du bassin d’aération. Il semblerait donc que le dysfonctionnement du type moussage pourrait 

être lié à une prolifération des populations bactériennes Gram+ (figure n° 3.4.2 image a).  
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Les auteurs comme Eikelboom (1975), Lechevalier et al (1974), Jenkins et al (1993) ont 

effectivement montré que Microthrix  parvicella et Nocardia sp étaient les microorganismes 

Gram + les plus rencontrés dans les boues activées des stations d’épuration présentant le 

phénomène de moussage.  

 

 

 

 

 

 

            Microthrix parvicella (a)  400X 

Gram positif (majoritaires) 

Type 1701  (b) 

         Gram négatif (majoritaires) 

 

Figure n° 3.4.2 : Microorganismes, lors d’un moussage (a), en condition « normale » (b) 

 

Des essais ont été réalisés sur quatre stations de traitement d’eaux usées (Nancy-Maxéville, 

Baccarat, Custines, Saulcy-sur-Meurthe) pour suivre l’évolution des Poly-β-hydroxy- 

butyrates. Les résultats (figure n° 3.4.3) indiquent que la majorité des filaments (60%) de la 

STEP de Custines qui présentait un dysfonctionnement biologique sont chargés de granules 

de PHB. Dans des conditions normales de fonctionnement (stations Nancy-Maxéville, Pont-à-

Mousson, Saulcy-sur-Meurthe) la quantité de PHB est faible (environ 10% des filaments sont 

chargés). 
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Figure n° 3.4.3 : Evolution du PHB de différents stations d’épuration d’eaux usées. 
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La figure n° 3.4.4 représente l’évolution des polymères extracellulaires présents dans cinq 

stations d’eaux usées et mesurée par la méthode automatique d’analyse d’images EPS. Les 

prélèvements de boues ont été réalisés pour la station de Nancy-Maxéville à deux endroits, 

sortie Biolift® et recyclage). Pour les quatre autres stations, les prélèvements sont faits dans 

les bassins d’aération. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.4.4 : Fraction  de polymères extracellulaires sur différents sites. 

 

Les fractions d’exopolymères de chacune des exploitations ont été calculées en faisant le 

rapport de la surface d’EPS (déterminée par analyse d’images) par gramme de MS (matière 

sèche). Les prélèvements des différentes stations d’épuration urbaines ont été réalisés dans les 

bassins biologiques, à l’exception d’un échantillon concernant la STEP de Nancy-Maxéville 

effectué au niveau du recyclage des boues. On observe que pour des gammes de 

concentrations en MS comprises entre 3 et 6,4 mg/L  la fraction d’EPS/g MS  se situe entre 3 

et 5. Par contre la fraction d’EPS/g MS obtenue au recyclage des boues reste beaucoup plus 

faible (1) du fait de la forte concentration en MS (12,5 mg/L). Les mesures effectuées sur la 

deuxième filière du Biolift® « mixte », nous indiquent que la fraction de polymères 

extracellulaires par gramme de MS est moins élevée (2,9) que la filière « urbaine » (4) car la 

valeur de MS est plus forte.  Les résultats obtenus concernant les fractions d’EPS (contenant à 

la fois polysaccharides, protéines, acides humiques…) ont été comparés à la méthode de 

Dubois qui permet de doser uniquement les carbohydrates, mais aucune corrélation n’a été 

observée. Cette procédure reste donc un outil permettant d’évaluer les EPS de manière 

globale et pour des concentrations en MS avoisinant les 3 ou 6,5 g/L. 
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Da Motta et al (2001) ont observé que pour des boues concentrées l’indice de Molhman n’est 

plus significatif. L’eau interstitielle aura des difficultés à remonter à la surface de l’éprouvette 

du fait de la densité importante des particules en suspension. C’est pour cette raison que l’on 

utilise un indice de Molhman modifié : l’indice de boues (IB).  

 

La figure n° 3.4 .5 présente la corrélation entre la fraction de biopolymères obtenue par 

analyse d’images et l’indice de boue de plusieurs stations. Cette corrélation reste très 

médiocre puisque r² est de 0,30. On s’aperçoit que la fraction d’EPS augmente avec l’indice 

de boues. 

 

Les installations n° 6 (station de Baccarat) et n° 3 (Saulcy-sur-Meurthe) rencontraient le jour 

du prélèvement des problèmes de dysfonctionnement. Les deux stations se heurtaient à une 

prolifération de bactéries filamenteuses du type Sphaerotilus natans et Thiothrix. Si on 

supprime ces deux points on obtient une meilleure corrélation puisque le coefficient est de 

0,82. 
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Figure n° 3.4.6 : Corrélation entre matière sèche et fraction d’EPS ou surface des flocs. 

 

Les relations établies entre les matières sèches (MS) et les fractions de polymères 

extracellulaires ou la surface des flocs sont correctes  puisque les valeurs des coefficients sont 

de 0,83 et 0,79 (figure n° 3.4.6). Les matières sèches représentent l’ensemble des matières en 

suspension et des matières dissoutes. Cette matière sèche (MS) contient donc les matières 

organiques, qui constituent les flocs. Celle-ci est composée en majorité d’exopolymères, de 

protéines de bactéries filamenteuses ou non formatrices des flocs.  

 

Une augmentation de cette matière sèche peut donc être synonyme d’une augmentation de la 

surface de flocs comme nous le montre la corrélation de la figure n° 3.4.6. Les résultats 

concernant la morphologie des flocs et des filaments (méthode "Noir sec") des principales 

exploitations étudiées sont référencés dans le tableau n° 3.4.1. On y trouve les analyses de 

matière sèche (MS), d’indice de boue (IB) et les différents paramètres de morphologie. 
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Tableau n°  3.4.1 : Morphologie des flocs et filaments des différents sites : 

(Nancy-Maxéville, Baccarat, Saulcy-sur-Meurthe, Dombasle, Pont-à-Mousson) 

(valeurs moyennes par image) 

         
 

Exploitations 

Surface totale  

(µm²) : St 

Surface des 

flocs (µm²) : Sf

Nombre de 

filaments : Nf

Longueur du 

squelette (µm) : Ls

Matière sèche 

en g/L 

Indice de boues IB  à 

30 minutes  

Série 1 

Recyclage 

Maxéville-Nancy 

 

105067 

 

995230 

 

43 

 

1875 

 

12  

nc 

Taux de boues > 90 %

à 30 mn 

Série 2 

Bassin brasseries 

Maxéville-Nancy 

 

125009 

 

1218810 

 

26 

 

1023 

 

20 

nc 

Taux de boues > 90 %

à 30 mn 

Série 3 

Baccarat 

 

53060 

 

48430 

 

31 

 

1388 

 

4 

 

 

160 mL/g 

Série 4 

Saulcy–sur- 

Meurthe 

 

35685 

 

34176 

 

28 

 

535 

 

4  

 

88 mL/g 

 

Série 5 

Maxéville-Nancy 

Biolift®(urbaine) 

 

66039 

 

64648 

 

11 

 

389 

 

4 

 

90 mL/g 

 

Série 6 

Maxéville-Nancy 

Biolift® (mixte) 

 

84310 

 

81459 

 

23 

 

935 

 

6 

 

149 ml/g 

 

Série 7 

Dombasle 

 

41193 

 

39378 

 

14 

 

508 

 

3 

 

40 mL/g 

Série 8 

Pont-à-Mousson 

 

71984 

 

69849 

 

18 

 

728 

 

4 

 

131 mL/g 

 

Dans la plupart des cas, la concentration en boues étant supérieure à 3 g/L, nous avons préféré 

évaluer la décantation des boues en utilisant l’indice de boue après 30 minutes. Cette mesure 

est réalisée avec dilution en utilisant de l’eau décantée. Lorsque les indices de boues sont 

voisins de 150 mL/g (séries 1, 2 et 3) des problèmes de décantation peuvent apparaître.  

 

Dans les cas 1 et 2 l’indice de boue n’a pas pu être déterminé car les boues étaient trop 

épaisses (matière sèche : 12,4 et 19,6 g/L). Le  taux de boues après 30 minutes de décantation 

était supérieur à 90 %. Ce taux élevé de boues est confirmé par une mesure très importante de 

la  surface des flocs et du nombre  de filaments. 

 

La station de Baccarat possède un indice de boue élevé (160 mL/g). Les valeurs 

morphologiques nous indiquent un nombre important de filaments et des longueurs de 

squelette relativement élevées (bulking). Des analyses microscopiques complémentaires avec 

les colorations classiques (Gram, Neisser) ont révélé une prolifération du microorganisme 

Sphaerotilus natans. 

 

Les autres stations (séries 4, 5, 7 et 8) possèdent des indices de boues corrects, synonymes 

d’un bon équilibre entre les bactéries filamenteuses et zoogléales formant des flocs sains. 

L’examen microscopique des boues de Pont-à-Mousson indique une structure de flocs très 

compacte due au traitement physico-chimique du chlorure ferrique (pour le phosphore). Son 

indice de boue reste correct puisqu’il avoisine les 130 mg/L. 
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3.5 Influence des substrats sur différents réacteurs 
 
D’après la littérature (Eikelboom, 2000) l’alimentation de la station d’épuration influe sur le 

développement des bactéries filamenteuses. Afin de tester s’il est possible de suivre des 

dynamiques à partir des procédures de coloration et d’analyse d’images développées nous 

avons soumis les microorganismes à différentes alimentations. 

 
Au travers de cette partie nous avons voulu comparer le fonctionnement de différents 

réacteurs de boues activées : pilote de boues activées constitué d’un bassin d’aération, d’un 

clarificateur et réacteur discontinu séquentiel (SBR) alimenté par différents substrats. Les 

alimentations utilisées pour ces expériences sont au nombre de sept (cf matériels et 

méthodes) :  

 

Substrat S1 (extrait de viande) ; substrat S2 (extrait de viande) un jour sur deux ; substrat S3 

(amidon et levures) ; substrat S4 (substrat alterné S1 ou S3) ; substrat S5 (acétate) ; substrat 

S6 (effluent brut station de Nancy-Maxéville).  

 

Ces manipulations ont également pour but de voir si le réacteur ou le substrat choisi peuvent 

influencer le développement ou le métabolisme bactérien. Au cours de ces manipulations, des 

prélèvements d’échantillons sont effectués régulièrement sur le pilote de boues activées 

pendant plusieurs jours. L’évolution de la biomasse de ces boues sera suivie par les tests : 

matières sèches, Indice de Molhman et analyse d’images (morphologie des flocs et des 

bactéries, population Gram). 

 

3.5.1 Pilote de boues activées 
 
Au cours de cette étude nous décrirons dans un premier temps les variations morphologiques 

puis les variations physiologiques.  

 

3.5.1.1 Alimentation continue S1 et alimentation alternée (un jour sur deux : S2) 
 
L’étude mise en œuvre sur le pilote de boues activées soumet les microorganismes au sein du 

bassin d’aération à des phases successives d’alimentation et de diète en aérobiose pendant des 

durées de 24 heures. 

 

La surface des flocs et le nombre de filaments évoluent avec une tendance très proche quelque 

soit le type de substrat S1 ou S2 (figure n° 3.5.1). Par contre, si on examine la structure des 

flocs issus des deux substrats, on s’aperçoit que celle-ci  est différente. En fin d’alimentation 

S2 vers 192 heures, la forme des flocs bactériens devient plus compacte et les filaments 

commencent à disparaître (figure n° 3.5.1). On peut supposer que dans ce cas, l’absence de 

bactéries filamenteuses à l’extérieur des flocs permet de rendre disponible le substrat  aux 

bactéries zoogléales localisées à l’intérieur de ceux ci. De cette façon leur structure devient 

donc plus compacte et résistante (figure n° 3.5.4). 
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Figure n° 3.5.1 : Suivis des surfaces des flocs et du nombre de filaments (valeurs moyennes 

par image) avec les substrats S1 et S2 (les barres d’erreurs représentent l’erreur commise sur 

des séries de 70 images) 

 

Dans la situation 1 (S1) la structure des flocs reste aérée et les filaments contribuent à 

l’élaboration des ponts inter-flocs. L’indice de Mohlman reste élevé en fin d’étude (supérieur 

à 150 ml/g) synonyme d’une décantation moyenne. Dans la situation 2 (S2) on se dirige plutôt 

vers une modification de la forme des flocs (figure 3.5.4) induisant une meilleure décantation 

des boues (figure n°3.5.2). 

 

              

Figure n° 3.5.2 : Suivis des matières sèches et l’indice de Molhman en présence de S1 et S2 

 

L’évolution du nombre de filaments (figure n° 3.5.1) au cours du temps nous montre dans les 

deux cas une période d’adaptation au substrat (24h) suivie d’une première phase de croissance 

plus ou moins longue suivant le milieu. Le maximum de croissance est obtenu dans la 

situation 1 (S1) à 96 heures et pour la situation 2 (S2) à 48 heures, alors que l’alimentation est 

moins importante dans ce cas. La biomasse qui se développe semble être différente car l’une 

conduit à une croissance lente et l’autre plus rapide. L’hypothèse qui peut être avancée est la 

suivante. Les dates entre les deux prélèvements étant de plusieurs mois, on peut supposer que 

la biomasse rencontrée ne soit pas tout à fait identique. D’après Edeline en 1993, trois groupes 

de bactéries peuvent être impliqués dans la biofloculation des boues activées. 

 

* Les bactéries floculantes à croissance rapide : α 

* Les bactéries filamenteuses à croissance lente, résistant au manque de substrat : γ 
* Les bactéries filamenteuses à croissance rapide, sensible au manque de substrat : β 

 

Il semblerait donc que les bactéries filamenteuses présentes dans la culture alimentée par le 

substrat S2 aient une croissance plus rapide. Celle-ci pourraient appartenir à la classe « α ou 

β ».  
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Ce groupe de population α (bactéries floculantes) serait peut-être à l’origine de l’évolution 

particulière des flocs et de leur forme très compacte. A l’inverse, l’autre échantillon 

contiendrait plutôt des microorganismes de la classe « γ » à croissance lente. 

 

Si on étudie la variation de la surface des flocs en fonction de l’indice de Molhman (IM) pour 

le substrat S1, on voit que deux nuages de points semblent se distinguer sur la figure n° 3.5.3. 

L’élimination des quatre points pour lesquels IM > 150 mL/g permet d’obtenir un coefficient 

de corrélation moyen (r² = 0,63) pour des valeurs comprises entre : 50 mL/g < IM < 150 

mL/g. La corrélation entre des IM élevées et la surface des flocs semble donc être difficile. 

 

  

  
Figure n ° 3.5.3 : Corrélations entre la surface des flocs, nombre de filaments, longueur du 

squelette (valeurs moyennes par image), matière sèche et Indice de Molhman pour S1. 

 

Des observations identiques ont été obtenues entre les corrélations du nombre de filaments 

(Nf), longueur du squelette (Ls), matière sèche (MS) et l’indice de Molhman.  
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Figure n° 3.5.4 : Images de l’évolution des flocs pour les substrats S1 (A, B, C) et S2 (D,E ,F) 
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3.5.1.2 Etude comparative entre l’alimentation continue S1 (extrait de viande) et         
l’alimentation S3 (amidon,  glucose) 

  
Le suivi réalisé en présence de substrat S3 (riche en glucides), nous a permis de voir si cette 

alimentation influençait  la croissance de la biomasse des boues.  
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Figure n° 3.5.5 : Suivis morphologiques de la biomasse en présence de l’alimentation S1 et S3 

(Surface des flocs (Sflocs), Longueur de squelette (Ls), Nombre de filaments  

(Nf),  valeurs  moyennes par image) 

 

La culture alimentée par S3, possède au départ un IM de 120 mL/g et atteint 55 mL/g après 

200 heures de fonctionnement (figure n° 3.5.5). Ce comportement traduit une très rapide 

décantation des boues. La chute de la longueur du squelette et du nombre de filaments indique 

une diminution des germes filamenteux au profit des bactéries zoogléales (figure n° 3.5.6 

image  C). Les observations microscopiques nous indiquent que Sphaerotilus natans reste 

présente au cours de notre étude. La  forme des flocs dits en doigts de gants (figure n° 3 .5.6, 

image C) et la présence de ces colonies de bactéries sont synonymes d’effluents riches en 

sucre (Drakides, 1978). 
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Figure n° 3.5.6 : Images de l’évolution des flocs avec le substrat S3 

 

Les mesures de COT contenu dans les échantillons filtrés d’eau décantée nous ont permis de 

connaître la composition en carbone organique dissous contenu dans les substrats S1 ( 85 ppm 

de carbone) et S3 ( 135 ppm de carbone). 

 

Les résultats de la figure n° 3.5.7 nous indiquent que l’alimentation à base d’extrait de viande 

contient beaucoup moins de carbone organique biodégradable (CODB) que S3 (amidon, 

glucose…). La fraction moyenne de CODB consommé pour S1 est de 76 % et 90 % pour S3 

(figure n° 3.5.7). Cette fraction de CODB très importante dans l’alimentation S3 riche en 

sucre (Drakides, 1978) pourrait être à l’origine du développement des bactéries zoogléales 

(figure n° 3.5.6). 

 

  
Figure n°3.5.7: Carbone organique total pour le substrat S1 et S3 
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3.5.1.3 Etude de l’alimentation alternée S4 : (extrait de viande), (amidon, glucose) 
 

Les figures n° 3.5.8 nous indiquent une diminution de la surface des flocs, de la matière sèche 

mais une augmentation du nombre de filaments. La mise en évidence de Sphaerotilus natans 

en fin de test avec les colorations classiques Gram, Neisser, noir de Soudan confirme cette 

prolifération. De manière générale, on retrouve ce microorganisme filamenteux dans des 

effluents synthétiques biodégradables (Heikelboom, 2000) induisant des indices de Molhman 

élevés, ici de l’ordre de 500 mL/g (figure n° 3.5.8).  
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Figure n° 3.5.8 : Suivis morphologiques de la biomasse en présence de l’alimentation S4 : 

(Surface des flocs (Sflocs), Longueur de squelette (Ls),  Nombre de filaments (Nf)  

valeurs moyennes par image) 

 

Les images réalisées en microscopie optique nous permettent de visualiser plus facilement la 

structure des flocs et la présence des filaments bactériens. On observe sur l’image B figure n° 

3.5.9 une forme particulière de flocs, similaire à la précédente dit « en doigts de gant » 

spécifique d’une alimentation riche en glucides (Drakides, 1978).  

 

 

Figure n° 3.5.9 : Images de l’évolution des flocs sur le substrat S4 

 

 
A 

 

 
B 
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• Suivi des microorganismes filamenteux Gram en présence de S3, S2, S1 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.5.10 : Alimentation S3 (amidon et glucose) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.5.11 : Alimentation S2  

(extrait de viande, saccharose et diète) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.5.12 : Alimentation S1 

 (extrait de viande : protéine et saccharose) 
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Les figures n° 3.5.10 à 3.5.12 présentent les variations des populations Gram + et Gram -, au 

cours des alimentations en continu avec des substrats synthétiques (S1 et S3) et discontinu 

(extrait de viande et diète). Dans les cultures contenant le substrat à base d’extrait de 

viande on voit que la croissance des bactéries Gram + est favorisée. Cette augmentation est 

moins marquée avec l’alimentation S2 car les bactéries sont alimentées un jour sur deux. 

D’une manière générale, la proportion des microorganismes Gram - est beaucoup plus faible 

dans les deux études avec S2.  

 

Si on observe les différentes caractéristiques physiologiques (PHB, polyphosphates…) de ces 

populations Gram +, on s’aperçoit que les principaux microorganismes filamenteux en 

présence de S1 sont Microthrix parvicella, Nocardia sp  et Nostocoidia limicola. Ce résultat 

peut être confirmé par les figures n° 3.5.11 et 3.5.12 où les populations Gram + atteignent 80 

% à partie de la 50
ème

 heure. 

 

La composition du milieu S1 (extrait de viande, saccharose) peut être à l’origine de la 

prédominance de Microthrix. Knoop et al (1998) indiquent que la croissance de ce 

microorganisme est favorisée par des eaux urbaines contenant des protéines, carbohydrates et 

acides gras à longues chaînes. Slijkhuis (1983), montre également que la L-méthionine 

contenue dans les protéines est un acide aminé indispensable pour le développement de 

Microthrix parvicella.  

 

Lorsque l’on regarde les résultats obtenus en présence du substrat S3, le phénomène est 

inverse. Les populations Gram- sont favorisées : 80 % des bactéries ont des caractéristiques 

Gram - à partir de la 24
ème

 heure. La présence de glucides (amidon) et d’acétate dans le milieu 

peut être un facteur favorable au développement des bactéries Gram négatif comme 

Sphaerotilus natans  (Yi- Chen et al, 1998 ; Contreras et al, 2000).  

 

Les différentes expérimentations « Gram » réalisées sur le pilote de boue activée aérobie en 

présence de différents substrats synthétiques nous indiquent que la nature du milieu favorise 

la croissance de certaines populations bactériennes. Un milieu riche en sucre (S3) 

développerait favorablement les microorganismes filamenteux Gram négatif, à l’inverse un 

milieu protéique influencerait plutôt des populations Gram positif. L’ensemble de ces 

résultats confirme la littérature mais également la conformité entre suivis par analyse 

d’images et observations visuelles. 
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3.5.2  Les réacteurs séquentiels discontinus 
 
3.5.2.1 Les différentes phases du cycle :  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure n° 3.5.11 : Phase du réacteur séquentiel discontinu 

 

3.5.2.2 Comportement de différents substrats sur un réacteur SBR  
 
Pour compléter l’étude de l’influence de différents substrats sur la croissance et le 

métabolisme des microorganismes filamenteux, trois expériences ont été réalisées sur un 

réacteur batch séquentiel. D’après la littérature, ce type de réacteur ne favorise pas la 

production de bactéries filamenteuses. Pendant ce cycle, des prélèvements de boues et de 

surnageant sont réalisés régulièrement, soit pendant la phase d’anoxie, soit pendant la phase 

de décantation. L’évolution des différents paramètres physico-chimique (turbidité, redox, 

matières sèches, DCO) et d’analyse d’images (morphologie, Gram, PHB, EPS) est suivie 

quotidiennement. La température des liqueurs mixtes varie entre 19 et 20 °C. 

 

Cette étude est faite sur des boues provenant de la zone de dégazage de la station d’épuration 

de Nancy-Maxéville. Les substrats synthétiques (Q = 3L/j) avec lesquels on alimente le pilote 

sont préparés à partir de solutions concentrées. Des dilutions sont effectuées pour obtenir des 

concentrations en DCO pouvant évoluer de 100 mg DCO/L à 500 mg DCO/L. L’effluent 

(dégrillé, dessablé et déshuilé) provient du prétraitement de la station. 

 

3.5.2.3 Influence des milieux composés de protéines S1, d’acétate S3 ou d’effluent         
brut S6 

  
Deux études ont porté sur des  cultures de boues activées alimentées par deux substrats S1 

(protéine et saccharose) et S3 (glucose et acétate). Les résultats sont présentés sur les figures 

n° 3.5.11. Dans cette partie le lecteur trouvera les variations de : turbidité, polymères 

extracellulaires, DCO, surface de flocs, longueur de filaments, nombre de filaments au cours 

du temps. L’augmentation progressive de la concentration des deux substrats (de 100 à 500 

mg/L de DCO), nous a permis également, de voir si la quantité d’EPS pouvait être influencée 

(figure n° 3.5.11). 
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• Etude de la morphologie 
 
L’ensemble de ces résultats se trouve sur la figure n° 3.5.11. 

 

La surface des flocs reste plus stable en présence de l’alimentation S3. Une explication peut 

être envisagée : en effet, dans ce milieu on trouve des cations polyvalents qui peuvent 

participer à la stabilité des flocs. Lorsque les bactéries se mettent à produire des exopolymères 

en présence de ces cations, il y a formation de ponts avec les charges superficielles négatives 

des microorganismes (Urbain et al 1993). 

 

Le premier maximum concernant la production de ces macromolécules (EPS), est atteint plus 

rapidement en présence du substrat S3 (48
ème

 heure) que pour S1 (72
ème

 heure), car 

l’alimentation S5 est plus riche en composés glucidiques. 

 

Une légère diminution des polymères contenus dans les flocs (substrat  S1) est observée vers 

la 72
ème

 heure. Les valeurs de turbidité nous indiquent que pendant cette période, le 

surnageant se trouble légèrement. On peut supposer que ces composés sont relargués dans le 

milieu interstitiel. De plus si on observe la surface des flocs, on s’aperçoit que celle-ci 

diminue, pouvant provoquer une libération des composés polymériques.  

 

Sur le milieu S5, la quantité d’EPS augmente brusquement puis se stabilise. Ceci est sans 

doute dû à la nature du milieu riche en carbohydrates. La surface des flocs reste constante 

ainsi que le nombre de filaments. On peut supposer que dans ce cas, il y aurait plutôt un 

stockage intracellulaire sous forme de glycogène pour le métabolisme bactérien (substances 

de réserve). Dans ces conditions, les réserves assurent le métabolisme de maintenance ou de 

croissance. L’expérience montre que les polymères extracellulaires n’évoluent presque plus 

lorsque la  DCO devient supérieure à 200 mg O2 /L. 

 

Les deux fortes augmentations de turbidité localisée aux environs de la 200
ème

 heure (S1) et 

de la 100
ème

 heure (S3) ne sont pas synonymes du relargage des EPS, mais provoquées par la 

concentration en substrat qui passe à 400 mg/L de DCO. On constate que les variations de 

concentration des substrats appliquées à nos tests SBR n’ont pas réellement provoquées de 

modification des quantités d’EPS contenus dans les flocs. L’étude de la structure des flocs en 

présence du substrat à base d’extrait de viande nous indique une défloculation vers la 80 
éme

 

heure ainsi qu’un léger relargage des polymères extracellulaires. 
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Figure n° 3.5.11 : Suivis du nombre de filaments, surface des flocs (valeurs moyennes par 

image), turbidité (absorbance à 254 nm) et des EPS en présence de S1 (A) et S3 (B) 
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Des essais réalisés sur des boues activées, alimentées par un substrat naturel (S6) sont 

référencés sur la figure n° 3.5.12. L’alimentation journalière ne permet pas de visualiser une 

production de polymères extracellulaires mais au contraire une diminution de ces 

macromolécules: Dans ces conditions, les microorganismes consomment ou libèrent les 

polymères dans le milieu, provoquant une diminution de la surface des flocs sur 72 heures. La 

composition de l’effluent est peut être insuffisante pour la  production des EPS. A partir de la  

96
ème

 heure un arrêt de l’alimentation a été réalisé pour étudier le comportement de la 

biomasse face à une situation de stress. La figure n°3.5.12 indique une légère production des 

polymères et un nombre de filaments constant permettant de stabiliser la structure des flocs.  
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Figure n° 3.5.12 : Evolution des EPS, surface des flocs, nombre de filaments (valeurs 

moyennes par image) avec  S6 

 

• Les composés de réserve: les poly-β-hydroxybutyrates 
 

Les figures n° 3.5.13 et 3.5.14 relatent les différentes évolutions des PHB (poly-β-

hydroxybutyrates) stockés chez les bactéries filamenteuses.  

Figure n° 3.5.13: Evolution du PHB avec le substrat  S3 
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Figure n° 3.5.14: Evolution du PHB avec le substrat  S1 

 

On considère que lorsque la fraction de pixels bleus est comprise entre 0,7 et 1, les filaments 

bactériens sont très chargés en PHB et inversement si la fraction est entre 0 et 0,6 très peu 

chargés. L’utilisation successive de ces trois substrats différents (S1, S3, S6) de par leur 

composition, nous apporte des renseignements sur le métabolisme de stockage des lipides 

sous forme de PHB. Comme nous l’avons vu précédemment dans le chapitre I, en conditions 

aérobies, l’acétate ou le glycogène peuvent être dégradés par des voies métaboliques pour 

former des poly-β- hydroxybutyrates. Le substrat synthétique S3 contient essentiellement de 

l’acétate (38 g/L), de l’amidon à 34 g/L et du glucose (27g/L) alors que le substrat synthétique 

S1 est composé en grande partie d’extrait de viande (628 g/L) et de saccharose à 33,8 g/L 

(glucose et fructose). La dernière alimentation  (S6) d’origine naturelle (effluent brut) 

provient de la station d’épuration de Nancy-Maxéville. 
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Un point remarquable est à noter pendant ces expérimentations. L’évolution de la 

concentration en acétate (DCO du substrat de 100 mg/L à 500 mg/L) sur la figure n° 3.5.13 

nous montre bien le stockage progressif des poly-β-hydroxybutyrates (pour les fractions de 

pixels bleus entre 0,7 et 1) dans les bactéries filamenteuses. La fabrication de ce métabolite 

devient donc quasi maximum lorsque l’alimentation est réalisée avec des concentrations 

supérieures à 400 mg/L en DCO. D’autre part, on observe sur la figure n°3.5.14 que la 

fréquence de stockage des filaments très chargés en PHB est beaucoup plus faible que pour le 

substrat S5 et ceci à partir des concentrations en DCO inférieures à 400 mg/L.  

 

Les réserves de PHB des boues alimentées par S1 sont très faibles pour des concentrations en 

substrat inférieures à 400 mg/L de DCO. Au-delà de cette valeur, le stockage des granules 

apparaît.  

 

La troisième étude (figure n° 3.5.15) nous indique que le substrat naturel (S6) ne provoque 

pas de synthèse importante de PHB. Par contre le fait de créer un stress (arrêt de 

l’alimentation à t = 96 h) provoque la mise en réserve des ces composés. Des observations 

similaires ont également été réalisées par Klaus et al (2002) et Rossetti et al (2005).  

 
 

Figure n° 3.5.15 : Evolution du PHB avec le substrat  S6 
 

En résumé, le milieu supplémenté d’acétate montre bien que les microorganismes filamenteux 

dans des conditions aérobies sont capables de fabriquer et de stocker de manière importante 

les polyhydroxybutyrates. Ceci est beaucoup moins visible avec le substrat S1 à base 

d’extraits protéiques.  
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Nous constatons également qu’après une alimentation de plusieurs jours avec un substrat 

naturel, la mise en famine provoque chez ces bactéries une stimulation de la  mise en réserve 

du PHB. 

 

• Les microorganismes Gram en présence de S1, S3, S5 (méthode binaire) 
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Figure n° 3.5.16: Substrat S1 (extrait de protéine et saccharose) 
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Figure n° 3.5.17 : Substrat S3 (amidon et glucose) 
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Figure n° 3.5.18 : Substrat S6 (eau brute) 
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Ces trois figures nous amènent à souligner les points suivants : 

 

- La figure n° 3.5.18 indique les évolutions des populations Gram comptabilisées par la 

méthode binaire. Nous avons choisi de ne représenter  graphiquement qu’une seule des 

deux méthodes (figure n° 3.5.18), car l’évolution des populations était identique. Ces 

deux méthodes laissent donc apparaître un bon degré de fiabilité. 

- Dans les trois cas, le développement des bactéries filamenteuses Gram négatifs est 

observé indépendamment du type de substrat.  

- Le procédé SBR (réacteur séquentiel discontinu) pourrait intervenir dans la sélection 

des populations Gram. 

 

3.5.2.4  Etude du rapport C/N sur les bactéries filamenteuses des boues activées. 
 
Le carbone est un composé qui entre dans la composition des polymères bactériens, intra ou 

extracellulaire. L’azote lui, est associé aux protéines et acides nucléiques. La composition en 

C/N des eaux usées varie entre 20 et 25. Il nous paraissait donc indispensable de suivre 

l’évolution des EPS en présence de différents rapports C/N (5 ou 40). Au cours des études 

précédentes les substrats étaient différents sur plusieurs points (compositions différentes). En 

revanche, dans cette étude, les composants sont identiques et seul le rapport C/N varie. 

 

Les réacteurs SBR de type 2 (cf chapitre matériels et méthodes) ont été ensemencés par des 

boues activées de la station d’épuration de Nancy-Maxéville. Ils sont alimentés par un 

substrat synthétique contenant des ratios C/N (carbone / azote) de 5 et 40 et dont la 

composition se trouve dans le chapitre II. La DCO respective de chaque substrat est d’environ 

970 mgO2/L pour un C/N de 40 et 350 mgO2/L pour un C/N de 5. Aucune période d’anoxie 

n’a été réalisée. 

 

Les volumes utiles de boues sont de 1,75 L et la durée d’expérimentation est d’un mois. La 

température de la culture est d’environ 20°C et le pH de départ est de l’ordre de 6. Ces deux 

substrats ont été choisis pour visualiser l’influence des éléments carbone et azote sur la 

production des EPS. En parallèle des suivis de l’ammonium, pH, MS, turbidité, DCO sont 

réalisés ainsi que celui de la morphologie des flocs et des  bactéries filamenteuses. 

 

• Influence du pH sur l’évolution de l’ammonium 
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Figure n° 3.5.19 : Variation du pH en fonction du temps          

sur les réacteurs 1 (C/N : 40) et 2 (C/N : 5) 
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Figure n° 3.5.20 : Variation de l’ammonium en fonction du temps              

 sur les réacteurs 1 (C/N : 40) et 2 (C/N : 5)  

 

La concentration en ammonium est stable pendant cinq à six jours et le pH se stabilise aux 

alentours de 6 pour les deux manipulations (figures n° 3.5.19 et 3.5.20). Au niveau du 

réacteur 2 (rapport C/N et de 5), on note une plus forte augmentation de l’ammonium tout au 

long de l’expérience, par rapport au réacteur 1. 

 

Comment peut on expliquer cette différence ? On peut envisager qu’un substrat riche en 

glucides favorise la croissance des bactéries hétérotrophes (Cecen et al, 1996) qui produisent 

des polymères extracellulaires. De ce fait, elles protégent les bactéries nitrifiantes à croissance 

lente. On a donc dans ce cas, une population plus importante de ces microorganismes (dans le 

réacteur 1) capables d’utiliser l’ammonium. 

 

On peut également envisager qu’un deuxième phénomène soit à l’origine de cette 

accumulation d’ammonium. Nous constatons sur la figure n°3.5.19 que le pH devient plus 

acide (inférieur à 6), ceci est sans doute dû à la présence de composés nitreux ou nitriques. En 

règle générale, la vitesse de nitrification n’est pas influencée par le pH dans une gamme de 

7,5 à 8. Pour les bactéries Nitrosomonas, le pH optimum se situe entre 7,9 et 8,2 tandis que 

pour les bactéries Nitrobacter, il se situe entre 7,2 et 7,6 (Prosser, 1989). 

 

Par ailleurs, pour des pH inférieurs à 6, la nitrification est complètement inhibée ce qui est 

également le cas pour les pH basiques. La nitrification va donc être ralentie ou inhibée (pH < 

6) et la concentration en ammonium va augmenter (figures n° 3.5.19 et 3.5.20).  
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• Evolution des polymères extracellulaires 
 

 
Figure n° 3.5.21 : Evolution des polymères 

extracellulaires dans le réacteur 1 et 2 

 

La figure n° 3.5.21 indique l’évolution des EPS (polymères extracellulaires) sur une durée 

d’un mois en présence des substrats synthétiques dont les rapports C/N sont de 5 ou 40. On 

visualise très bien sur ces deux courbes, que la production des EPS (C/N : 5) est inférieure à 

celle de la culture dont le C/N est de 40. Cette observation est toute à fait cohérente puisque la 

concentration en glucose du réacteur 1 est plus grande que celle du réacteur 2. Dans ce cas, la 

quantité d’EPS du réacteur 1 sera supérieure à celle du réacteur 2. Ces résultats montrent bien 

que le rapport C/N influence la production des exopolysaccharides. Nos résultats sont en 

accord avec Dumaz et al (2001) qui au cours de leurs travaux ont montré que des rendements 

de C/N proche de 40 favorisent la production de carbohydrates et inversement des rapports de 

C/N de 5 influencent positivement la production des protéines. 

 

 

                  Figure n° 3.5.22 : Evolution de la turbidité, DCO et EPS en fonction du temps 

                                   pour des  rapports C/N de 40 (R1) et 5 (R2)  
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Les résultats précédents nous ont montré l’importance du rapport carbone/azote sur la 

synthèse des polymères extracellulaires, indispensables dans la biofloculation des flocs. Nous 

avons également voulu voir si d’autres paramètres telles que la turbidité ou la DCO du 

surnageant pouvaient indiquer des renseignements sur cette production de polymères 

extracellulaires (figure n° 3.5.22). On constate une augmentation importante de la turbidité au 

bout de six jours (sur une semaine) concernant ces deux tests et une légère diminution de la 

quantité de polymères extracellulaires des flocs, plus marquée dans le cas C/N = 5. Ce résultat 

reflète le relargage des EPS (défloculation) dans le surnageant (figure n° 3.5.24). Afin de 

confirmer cette hypothèse nous avons également réalisé en parallèle des mesures de DCO du 

surnageant. Des résultats semblables à la turbidité on été obtenus (figure n° 3.5.23). Ce 

résultat semble cohérent, puisque la DCO englobe les composés polymériques relargués dans 

le surnageant. 

 

L’évolution de la morphologie des flocs et des bactéries filamenteuses a été suivie par la 

méthode d’analyse d’images : «état sec» (échantillon fixé à la chaleur douce). La figure n° 

3.5.23 présente l’évolution de la surface des flocs, des longueurs de squelette et du nombre de 

filaments. On visualise une légère diminution de la surface dans les réacteurs 1 et 2 du 3
ème

 au 

12
ème

 jour d’expérience. La diminution de la taille des flocs (Sflocs) et du nombre de 

filaments sur cette période correspond à un débobinement (défloculation) provoquant une 

dispersion des filaments dans le milieu interstitiel (images B et D figure n° 3.5.24). Les 

résultats obtenus précédemment sur les EPS viennent conforter cette hypothèse de 

défloculation. En effet, la quantité de polymères extracellulaires chute pendant cette période 

provoquant une dénaturation de la structure des flocs bactériens. 

 

 

Figures n° 3.5.23 : Variation des paramètres morphologiques et de la DCO 

 sur les réacteurs 1 et 2 ( valeurs moyennes par image) 
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3ème jour (C/N 40) : A 10
ème

  jour (C/N 40) : B

3ème jour (C/N 5) : C 10
ème

 jour (C/N 5) : D 
 

 

Figure n° 3.5.24 : Images des boues au 3
ème

 et 10
ème

 jours 

 

3.5.3 Etude de la biomasse des boues pendant des périodes de famine    
     
3.5.3.1 Evolution des boues  en conditions aérobie ou anaérobie à 20°C ou 4°C 
 
Le but de cette série de manipulations est d’étudier le comportement des microorganismes 

filamenteux soumis à différents stress environnementaux. La première étude portera sur une 

série de quatre petits réacteurs (capacité 1,5 L) contenant un litre de biomasse en famine,  

oxygéné ou non oxygéné à température ambiante (20°C) ou à 4°C. Un suivi par analyse 

d’images permettra d’évaluer les populations Gram, le stockage du PHB et des 

polyphosphates. 

 
• Influence de la température sur les populations Gram en aérobie et anaérobie 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure n° 3.5.25 : Variations  des bactéries Gram en fonction des 

conditions aérobie, anaérobie à 4°C ou 20°C 
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Pour cette série de tests, nous avons utilisé  la méthode de comptabilisation binaire. Les 

résultats ont été obtenus en réalisant la moyenne des proportions de pixels (bleus ou rouges) 

sur quatre jours de suivi (figure n° 3.5.25). Pour les boues à  20°C, on note que les bactéries 

Gram + (ici Microthrix parvicella) sont majoritaires dans les conditions aérobies, alors qu’en 

anaérobie ce sont les microorganismes Gram -. Les deux expériences réalisées à la 

température de 4°C nous révèlent que les populations ont faiblement évolué (légère baisse des 

Gram +) que ce soit en condition aérobie ou anaérobie. Le profil des bactéries Gram est 

identique dans les deux cas. 

 

Dans les conditions de température ambiante, tout laisse à penser que les microorganismes 

Gram négatifs sont favorisés par la situation anaérobie et inversement en milieu aérobie. Or 

les images obtenues par microscopie optique nous révèlent que les populations majoritaires 

(Microthrix parvicella), qui étaient présentes au départ, semblent avoir subi des modifications 

de leur paroi (fragilisation). Ces modifications structurelles sont faibles en aérobie, mais très 

marquées en anérobiose. En effet, les populations Gram+ de type Microthrix parvicella ont 

désormais des tendances Gram négatif.  

 

Nous pouvons supposer que l’augmentation apparente des bactéries Gram négatif est liée à un 

stress environnemental. Le seul facteur qui diffère entre ces deux études à 20°C, et qui 

pourrait être à l’origine de cette variation serait l’oxygénation. Comment expliquer la baisse 

de bactéries Gram positif à 4°C : On remarque l’apparition de nouvelles souches comme le 

Type 0675 (Gram négatif), mais également un changement morphologique des Gram+ 

(Microthrix parvicella) à cette température.  

 

L’hypothèse liée à la modification  morphologique de la paroi chez Microthrix parvicella est 

également observée par Knoop et al en 1998 sur des boues activées soumises à des échelons 

de températures (12°C à 20°C). Ils remarquent que les filaments deviennent plus courts et se 

fragilisent au niveau de la membrane induisant une coloration Gram négatif.  

 
• Influence de la température sur le stockage du PHB et des polyphosphates en 

aérobie et anaérobie 
 

  

         Aérobie 20 °C        A                    Anaérobie 20 °C            B 
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               Aérobie 4 °C               C                     Anaérobie 4 °C               D 

 
Figure 3.5.26 : Evolution de la quantité de PHB en fonction du temps : (A) aérobie 20°C, (B) 

anaérobie 20°C, (C) aérobie 4°C, (D) anaérobie 4°C.  

 

Nous avons vu précédemment que les poly-β-hydroxybutyrates (synthétisés à partir de 

l’acétate) et les polyphosphates étaient des composés de réserves en carbone, énergie chez les 

microorganismes filamenteux. Les figures n° 3.5.26 et 3.5.28 indiquent la quantité de PHB et 

de polyphosphates sous forme de granules présents chez les bactéries filamenteuses. 

 

Les boues fraîches prises sur site (t = 0 h) indiquent que les filaments sont plus ou moins 

chargés en granules de PHB. Si on compare les résultats des réacteurs à 20°C en aérobie et 

anaérobie, on remarque qu’en présence d’oxygène, les composés lipidiques diminuent (figure 

3.5.26 A) au cours du temps et que les polyphosphates augmentent (figure 3.5.28). En absence 

d’oxygène on s’aperçoit que les filaments se sont chargés en PHB à 4°C (figure 3.5.26 B) et 

que les polyphosphates sont consommés.  

 

Dans le cas où les boues sont placées en aérobie à 4°C, le PHB est consommé au bout de 24h 

(adaptation au stress), car les boues sont au départ dans des conditions standard (20°C) et 

passent ensuite à 4°C. A partir de 48h les réserves en PHB sont de nouveau reconstituées. Si 

on regarde les images de la figure n° 3.5.28 réalisées avec la coloration de Neisser, on 

constate qu’il y a eu stockage des polyphosphates. 

 

A 4°C en anaérobie, on observe une stabilité des granules de poly-β-hydroxybutyrates et de 

polyphosphates contenues dans les filaments. Il semblerait donc qu’en condition de stress 

aérobie ou anaérobie (au froid), ces bactéries filamenteuses stockent plus aisément ces deux 

métabolites.  
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A partir de ces constatations, nous avons donc essayé de proposer une explication du 

métabolisme chez les microorganismes filamenteux. Le lecteur trouvera sur la figure n° 

3.5.27 un schéma explicatif traduisant l’ensemble des relations entre PHB et Polyphosphates. 

 

 

Figure n° 3.5.27 : Schéma explicatif et relations possibles entre PHB et polyphosphates 
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Figure n° 3.5.28 : Bactéries filamenteuses (400X) avec la coloration de Neisser 

t = 0 h t =24 h t = 48 h t = 72 h Conditions 
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3.5.3.2 Etude du comportement des microorganismes filamenteux avec un ajout 
d’acétate suivi d’une famine aérobie 

 

• Mode d’action de l’acétate sur les polyphosphates et poly-β - hydroxybutyrates. 
 

Après avoir mis en évidence les phénomènes de stockage des composés PHB et 

polyphosphates en aérobie et anaérobie à 4 et 20°C, nous allons, dans ce paragraphe, étudier 

l’influence de l’acétate sur leur synthèse. Pour cela nous allons travailler sur un réacteur SBR 

de 6 litres, ensemencé par des boues activées, et alimenté par un litre de S5 dont la DCO est 

de 400 mgO2/L (cf chapitre matériels et méthodes) contenant de l’acétate d’ammonium. Un 

examen microscopique nous a permis de faire une reconnaissance globale des 

microorganismes présents dans l’échantillon de départ. Il s’est avéré que la majorité des 

bactéries étaient Microthrix parvicella (Gram +, PHB +) et le Type 0041 (Gram variable, 

PHB-). 

 

Figure 3.5.29 : Evolution du PHB en présence d’un pulse d’acétate 

 

D’après certains auteurs (Klaus et al, 2001), un ajout d’acétate en condition d’aération suivi 

d’une phase de famine induit la synthèse du PHB et une consommation d’acétate. L’idée était 

de voir si notre technique d’analyse d’images PHB permettait d’observer les variations de ce 

métabolite lors de ce pulse d’acétate.  

 

Les histogrammes de la figure n° 3.5.29 résument l’évolution des poly-β- hydroxybutyrates 

contenus dans les filaments sur une durée de 120 heures avec un ajout d’acétate au départ. 

Vingt quatre heures après l’ajout de l’acétate d’ammonium, les filaments (Microthrix 

parvicella) sont totalement chargés en granules lipidiques.  
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A partir de la 72
ème

  heure les bactéries commencent à consommer leurs réserves de PHB par 

oxydation pour leur métabolisme de croissance. 
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Figure n° 3.5.30 : Variation des populations Gram en fonction du temps 

 

Les populations Gram positif sont majoritaires jusqu’à la 96
ème

 heure. Ensuite la tendance 

s’inverse et se dirige vers des microorganismes Gram négatif (figure n° 3.5.30). Cette 

évolution peut elle provenir du substrat ou des conditions de culture (famine aérobie) ? 

 

Il est vrai que ces bactéries ont un rapport surface sur volume élevé expliquant leur possibilité 

à stocker plus facilement de la nourriture, même à de faible concentration. Mais il est un point 

important à ne pas oublier. Ces microorganismes mis en période de famine peuvent subir des 

modifications de structure membranaire (voir précédemment) qui les rendent plus 

vulnérables. On remarque l’apparition de fragments de Microthrix devenus Gram négatif à la 

coloration de Gram. On s’aperçoit que cette tendance augmente à la 120
ème

  heure et l’examen 

de ces boues a permis de visualiser d’autres populations bactériennes à tendance Gram 

négatif  comme Sphaerotilus natans et le Type 0041.  

 
• Surface des flocs et des EPS  au cours du pulse d’acétate  

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.5.31 : Evolution des EPS et de la surface de flocs en fonction du temps 
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Pendant la période d’acclimatation du test (0 à 48 heures) nous ne notons pas de changement 

significatif de la surface et de la quantité de polymères (figure n° 3.5.31). De la 48
ème

 à la 

96
ème

 heure nous observons une légère augmentation de la surface des flocs alors que les EPS 

sont relativement stables. Ce pulse d’acétate suivi d’une période de diète de 120 heures ne 

semble pas avoir une influence notoire sur ces deux paramètres. 

 
Globalement pendant la durée de ce test nous observons que : 

 

- Le pulse d’acétate a permis  aux microorganismes filamenteux de stocker le PHB 

(figure n° 3.5.29)  

 

- La croissance des populations Gram positif est majoritaire après environ 48 heures. 

Passé ce délai, l’épuisement du substrat et les conditions de famine aérobie ont 

provoqué des modifications structurelles de certaines espèces : Microthrix parvicella 

(segmentation des filaments et évolution vers des caractéristiques Gram négatif). 

 

- La période de diète aérobie ne semble pas avoir affecté les bactéries de Type 0041. 

 

- L’apparition de Sphaerotilus natans au cours de ce test est sans doute due à la carence 

en nutriments (Duchène et al, 1998).  

 

- La structure des flocs et la quantité de polymères extracellulaires sont relativement 

stables au cours du temps. 

 

 

L’ensemble des résultats obtenus sur toutes les séries de tests précédents,  en présence ou en 

absence d’alimentations diverses avec différents  pilotes, nous permet de suivre la croissance 

des bactéries filamenteuses des boues activées. Les cycles d’alimentation et la composition 

des différents milieux mettent en évidence la formation et le relargage des produits 

microbiens (polymères extracellulaires). A cet effet nous avons pu montrer que les composés 

polymériques extracellulaires et les poly-β-hydroxybutyrates étaient représentatifs des 

produits du métabolisme bactérien des boues activées. Il est donc possible grâce à ces 

techniques de colorations en routine de suivre la morphologie, la physiologie de ces 

microorganismes filamenteux que ce soit sur site ou au cours d’expérimentations en 

laboratoire.   
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3.6  Etude de la viabilité bactérienne et du comportement de la microfaune   
en condition de famine aérobie. 

 
Cette étude a pour but de suivre la viabilité de la biomasse des boues activées par le test Bac-

Light, la structure des flocs et l’évolution des EPS dans des conditions de famine aérobie. 

 

Deux réacteurs de type colonne à bulles ont été utilisés (capacité utile 10L) avec un volume 

total de 5 litres de boues (bassin de dégazage station de Nancy-Maxéville) en condition de 

famine aérée. Dans un des deux réacteurs on ajoute 2,5 litres de  biomasse morte  par choc 

thermique et 2,5 litres de biomasse saine. Le second contient 5 litres de boues saines et sert de 

témoin. 

 
Différents suivis ont été réalisés sur deux semaines : 

 

- Morphologie des flocs et des bactéries filamenteuses 

- Quantification des EPS 

- Viabilité de la biomasse à l’aide de la coloration Live/Dead Baclight  

 

La figure n° 3.6.1  présente les variations de la biomasse totale et celle des filaments pendant 

les expériences de famine aérobie. Si on regarde les résultats concernant la surface des flocs 

au début de l’étude, on visualise très bien, la différence entre la biomasse saine et celle qui a 

subi un traitement thermique. Les flocs contenus dans l’échantillon soumis au traitement 

thermique ont subi une dénaturation, provoquant sur une période de 4 jours une défloculation. 

(figure n° 3.6.2, image B) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.6.1 : Variation du nombre de filaments et de la surface des flocs  

(valeurs moyennes par image) avec ou sans traitement thermique 

 

Le nombre de filaments comptabilisés par cette méthode d’analyse  diminue également sur 

quatre jours puis se stabilise. Ceci est contradictoire puisque  les boues défloculent, le 

phénomène inverse devrait être observé. Or nos acquisitions d’images sont réalisées sur les 

flocs et les filaments proches et non sur les filaments situés dans le milieu interstitiel. Par 

conséquent, il est donc normal que les filaments situés dans les flocs bactériens diminuent. De 

plus, la présence en grande quantité de protozoaires et métazoaires dans ce milieu explique 

0

5

10

15

20

1 3 4 5 6 7 14 15 16

Jours

N
f

0

10000

20000

30000

40000

50000

60000

70000

80000

S
 f

lo
c
s
 e

n
 µ

m
²

Nf Nf (Chaleur) S flocs (Chaleur) S flocs



                                              Chapitre 3 – Etudes morphologiques et physiologiques des boues 

 126

également cette perte de biomasse. Au-delà du quatrième jour le nombre de filaments et la 

surface des flocs se stabilisent dans les deux réacteurs. 

 

A B 

 

Figure 3.6.2 : Structure des flocs : (A) boues saines, (B) boues avec traitement thermique 

 

La figure n° 3.6.3 résume l’évolution des EPS en fonction du temps en condition de famine 

aérobie, on remarque : 

 

- Que la  quantité des biomolécules  est supérieure au sein du réacteur témoin. 

 

- Que le pourcentage d’EPS (au départ) dans le réacteur contenant la biomasse morte est 

environ la moitié des EPS contenus dans le témoin. Ceci confirme bien l’hypothèse de 

la libération des polymères au cours du traitement thermique. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n° 3.6.3 : Variations des fractions d’EPS  

 

On constate que dès le premier jour les exopolymères contenus dans les flocs bactériens sont 

davantage libérés lors du choc thermique (figure 3.6.3), puis chutent brutalement dans les 

deux cas et se stabilisent. Cette diminution peut être due d’une part à une consommation par 

le métabolisme bactérien ou des protozoaires, et d’autre part au relargage de ces composés 
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dans le milieu interstitiel. Le lecteur trouvera sur la figure n° 3.6.4 deux images révélant la 

quantité d’EPS contenue dans les flocs au début et en fin d’étude. 

 

 

 
A B 

Figure n° 3.6.4 : Images des polymères extracellulaires présents dans les deux 

 réacteurs (A sans traitement, B traitement à la chaleur) 

 

A partir des observations de la figure n° 3.6.1 nous pouvons constater que la biomasse 

contenue dans les réacteurs diminue au cours du temps. Les examens microscopiques des 

flocs des boues ont montré de sévères changements de structure morphologique pendant 4 

jours de famine. 
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Figure n° 3.6.5 : Suivi de la viabilité par la méthode BacLight  

 

La structure initiale des flocs est ouverte avec des ponts assurés par des filaments (figure n° 

3.6.2 image A), et de nombreux protozaires libres. Cette microfaune va tendre à disparaître 

graduellement au profit des Ciliés se nourrissant de bactéries ou protozoaires libres. Parmi ces 

espéces on trouve essentiellement Trachelophyllum (figure n° 3.6.6, image A et D), 

Chilodonella cucullulus (figure n° 3.6.6, image C), Vorticelles (figure n° 3.6.6, image B).  

 

La viabilité bactérienne (figure n° 3.6.5) mesurée avec la méthode BacLight diminue 

faiblement les quatre premiers jours, puis ne cesse d’augmenter après deux semaines d’étude 

à l’exception de la dernière valeur. Cette augmentation soudaine de mortalité peut provenir 

d’un épuisement du milieu.  
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Même si les bactéries filamenteuses ou zoogléales ont été affectées par ces conditions de 

famine aérobie, la microfaune (Ciliés) ne l’est pas (figure n° 3.6.6). La nourriture nécessaire à 

leur développement est bien présente (bactéries, protozoaires libres) ainsi que l’oxygène. Tout 

au long de cette manipulation, la variation entre le taux de mortalité et de viabilité est 

relativement faible. Trachelophyllum et Chilodonella  sont des protozoaires dits « brouteurs 

de flocs » ils se trouvent généralement à la surface de ceux-ci et consomment les bactéries qui 

s’y décrochent. 

 

La capacité de survie des microorganismes des boues dans des conditions de famine peut 

dépendre de différents paramètres. La présence de polysaccharides intra ou extracellulaires, 

de protozoaires, des conditions environnementales (température, pH, oxygène) sont des 

facteurs très importants qui peuvent affecter la croissance des bactéries filamenteuses ou 

zoogléales. 

 

 

 
A 

 
C 

 
B 

 
D 

Figure n° 3.6.6 : Image de la microfaune présente dans les deux réacteurs 
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CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 
 

 
L’objectif de cette étude était de mettre au point des méthodes de colorations microscopiques 

d’analyse d’images couleurs ou monochromes sur la biomasse des boues activées et de 

valider leur utilisation que ce soit sur site ou sur des installations pilotes. Les résultats obtenus 

ont permis de mesurer de manière automatique différents paramètres morphologiques ou 

physiologiques. 

 

Il est donc possible de : 

 

• Déterminer le nombre de bactéries filamenteuses, la longueur des filaments et la 

morphologie des flocs. 

• D’identifier des populations filamenteuses Gram 

• De quantifier globalement la quantité de polymères extracellulaires contenue dans les 

flocs. 

• D’étudier et d’évaluer la quantité de poly-β-hydroxybutyrates contenus dans les 

filaments bactériens. 

• D’évaluer la viabilité  de la biomasse des boues activées. 

 

Les relations entre les paramètres morphologiques, physiologiques et les analyses physico-

chimiques telles que les matières sèches, l’indice de boue, la concentration en polymères 

extracellulaires, la DCO ont été également vérifiées. 

 

Les travaux réalisés sur différentes installations pilotes (pilote de boues activées, réacteur 

discontinu séquentiel), et substrats synthétiques nous ont permis de voir si ces paramètres 

pouvaient influencer la croissance des bactéries filamenteuses de type Gram. Nous avons 

également pu suivre l’évolution du métabolisme bactérien via le PHB, les exopolymères et la 

viabilité de la biomasse au cours de stress environnementaux. 

 

 

Etude des microorganismes des boues : 
 

La première partie de l’étude a permis de présenter les principales méthodes de coloration 

classique (Gram, noir de Soudan, Neisser, encre de Chine, BacLight) et les résultats des 

suivis : croissance des populations Gram, étude de la viabilité ou du métabolisme PHB et 

l’estimation de la quantité de polysaccharides dans les flocs. Toutes ces techniques d’analyse 

d’images ont été développées sous Visilog 5. Des essais de reproductibilité et répétitivité ont 

été effectués sur les méthodes Gram, EPS, Noir Sec et BacLight.  
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Pour la procédure Gram, les corrélations obtenues entre la méthode de reconnaissance visuelle 

et la méthode de quantification binaire nous indiquent des erreurs inférieures à 5 %. Deux 

méthodes de calcul ont permis d’estimer le pourcentage de bactéries Gram positif ou négatif: 

la méthode binaire ou la méthode floue. D’une manière générale, la méthode binaire est 

beaucoup plus robuste que la méthode floue pour des séries de 50 images.  

 

Les tests de validation pour la méthode EPS ont été réalisés sur différentes lames d’un même 

échantillon ou en présence d’un ou plusieurs opérateurs. Ils ont montré que les erreurs 

obtenues étaient inférieures à 1%. D’autre part, la préparation est relativement simple (état 

frais plus encre de Chine entre lame et lamelle) et l’estimation des ces polysaccharides 

nécessite une acquisition de 50 images. La procédure « noir sec », concernant la morphologie 

de la biomasse a été réalisée de manière identique aux précédentes et les erreurs mesurées 

sont de l’ordre de 2%. Des essais sur des boues diluées ont montré une excellente corrélation 

(r² = 0,9) entre les dilutions de boues activées, la surface des flocs ou le nombre de filaments.  

 

La seconde partie de l’étude a permis de mettre en avant d’une part les problèmes rencontrés 

lors de la préparation de certaines colorations : visualisation faible des granules de 

polyphosphates avec la coloration de Loeffler, libération des cristaux de formazan avec l’INT, 

hybridations aspécifiques avec les marqueurs FISH et d’autre part de démontrer le coût  élevé 

des méthodes fluorescentes par rapport aux méthodes de coloration basique. 

 

Le principal intérêt des ces méthodes d’analyse d’images est de prévenir un dysfonc-

tionnement des exploitations. Ainsi les procédures Gram et PHB se sont avérées sensibles et 

efficaces face à un dysfonctionnement de stations d’eaux usées. Nous avons constaté que la 

proportion de bactéries filamenteuses Gram positif était plus importante lorsque les boues se 

trouvaient en bulking ou moussage, alors que dans des conditions « normales  de 

fonctionnement » les populations Gram négatif prédominent. Les mesures des concentrations 

en poly-β-hydroxybutyrates des germes filamenteux réalisées par la méthode d’analyse 

d’images PHB montrent que les filaments sont très chargés en granules lors de 

dysfonctionnements biologiques (bulking, moussage). Les valeurs d’exopolysaccharides 

déterminées par l’analyse d’images et la méthode de Dubois évoluent sensiblement de la 

même manière. Les études réalisées sur  plusieurs sites nous ont permis de constater une 

corrélation très moyenne (r²=0,3) entre la fraction d’EPS et l’indice de boues ou entre les MS 

et les exopolysaccharides (r² = 0,). 

 

 

Afin d’étendre la validation de nos méthodes à des cas plus extrêmes, des manipulations sur 

réacteurs pilotes (pilote de boues activées, réacteurs séquentiels discontinus) alimentés par des 

substrats synthétiques ont été effectuées.  

 

Au travers de cette troisième partie nous avons pu déterminer les informations suivantes : 

 

Avec le pilote de boues activées : 

 

- En présence du substrat protéique, la surface des flocs reste stable mais la structure 

de ceux-ci évolue de manière différente. On passe d’une forme aérée avec des 

ponts filamenteux à une forme compacte caractéristique  des bactéries floculantes. 
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- Sur le milieu composé d’amidon et de glucose, nous constatons une diminution 

des germes filamenteux, au profit des bactéries zoogléales. La surface des flocs 

reste stable mais leur structure évolue vers une forme particulière dit en doigt de 

gants spécifique des milieux riches en glucides.  

 

- Les populations Gram évoluent suivant la nature du substrat synthétique. Un 

milieu riche en glucose favoriserait les bactéries Gram - à l’inverse un milieu 

protéique, les bactéries Gram +.  

 

 

Avec les réacteurs séquentiels discontinus : 

 

L’utilisation des alimentations à base d’extrait de viandes ou d’acétate n’a pas réellement 

affecté la quantité de polymères extracellulaires contenue dans les flocs. Une très légère 

défloculation en présence du substrat S1 semble être visualisée à la fois par analyse d’images 

et par mesure de turbidité du surnageant. Concernant l’alimentation naturelle, on assiste à un 

débobinement des flocs provoquant la perte des EPS dans le milieu interstitiel. Les mesures 

obtenues concernant le métabolisme du PHB montrent bien qu’une alimentation riche en 

acétate permet aux bactéries filamenteuses d’induire le métabolisme nécessaire à la 

fabrication des composés lipidiques. Les microorganismes observés pendant ces études sont 

en majorités Gram - quelque soit l’alimentation.  

 

La comparaison entre le pilote de boues activées (aération  permanente) et le réacteur SBR 

(phase d’anoxie et d’aération) pour un même substrat S1  nous indique que les populations 

Gram qui s’y développent sont différentes. Suivant le type de procédé, nous trouverons des 

populations Gram - ou Gram +. 

  

Les microorganismes ont besoin des sources nutritives élémentaires tels que le carbone (C), 

l’azote (N) et le phosphore (P) pour pouvoir se développer correctement. Les tests réalisés 

pour différentes valeurs de C/N (5 ou 40) nous indiquent que ce rapport carbone/azote 

influence la production des composés polymériques extracellulaires des flocs. En effet, les 

résultats obtenus pour le rapport C/N de 40 sont nettement supérieurs. Un excès de matières 

carbonées (sucres) facilement assimilables permet à la biomasse des boues de produire des 

polysaccharides indispensables dans la biofloculation des flocs. 

 

 

Dans la quatrième partie, on s’est attaché à suivre le comportement de la biomasse des boues 

face à différents stress environnementaux (famine, températures…). Il a été observé qu’en 

conditions anaérobie à 20°C, les populations Gram+ subissaient des modifications 

structurelles de leur paroi et que celles–ci avaient des tendances Gram variable. A 4°C en 

conditions aérobie et anaérobie, les caractéristiques Gram ne sont pas beaucoup affectées. 

Nous avons pu constater, que le nombre d’inclusions lipidiques (PHB) était consommé à 

température ambiante, en anaérobiose ce sont les polyphosphates qui disparaissent. En 

absence ou présence d’oxygène à 4°C, il semblerait que les microorganismes filamenteux 

stockent plus aisément ces deux métabolites. 

 

L’ajout d’acétate d’ammonium suivi d’une période de famine aérobie nous a permis de suivre 

le métabolisme du PHB et d’étudier l’évolution des populations bactéries filamenteuses. 
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Ce pulse réalisé sur les boues en condition aérobie induit une augmentation des inclusions de 

PHB dans les filaments bactériens. On note également que ces conditions de stress apportent 

des modifications structurelles des parois bactériennes et provoquent le développement de 

nouvelles espèces.  

 

La coloration BacLight a démontré qu’il était possible de quantifier la viabilité de la biomasse 

des boues en situation de famine aérobie. Les résultats de viabilité nous indiquent que les 

bactéries filamenteuses ou zoogléales ont été affectées, mais que la microfaune (ciliés) ne 

l’est pas car la nourriture nécessaire à son développement est toujours présente : bactéries, 

protozoaires… 

 

L’ensemble de tous ces programmes d’analyse automatique d’images ont démontré être 

d’excellents outils pour quantifier les bactéries filamenteuses, suivre leur métabolisme de 

réserves (PHB, polyphosphates, EPS) et prévenir des dysfonctionnements biologiques. 

Chaque paramètre mesuré pourra donc renseigner rapidement les exploitants sur l’aspect 

physiologique et morphologique de la biomasse des boues. Il est à noter que ce type d’examen 

peut être fait en routine sur site très rapidement avec un coût financier  très abordable. 

 

 

PERSPECTIVES 
 
Les différentes procédures automatiques d’analyse d’images couleurs (Gram, PHB, viabilité) 

et monochromes (noir sec et EPS) sont largement envisageables sur site. Les résultats obtenus 

au cours de cette étude montrent que cet outil est parfaitement adapté à des suivis journaliers 

des souches de bactéries filamenteuses en station d’épuration et en laboratoire de recherche. 

 

L’acquisition des images et le traitement en tant que tel ne sont pas très compliqués. En 

revanche, la préparation des échantillons et les colorations requièrent un peu de pratique. 

 

L’utilisation des programmes Gram, noir sec et EPS ne se limite pas uniquement aux 

réacteurs de boues aérées ou séquentiels. Elle a permis de suivre l’évolution de la biomasse 

des boues des stations de Baccarat et de Saulcy-sur-Meurthe lors de dysfonctionnements 

biologiques. 

 

Notre protocole de mesure (méthode Neisser) portant sur l’analyse d’images des granules de 

polyphosphates reste encore à améliorer, car cette technique possède un seuil de détection des 

populations "Neisser négatives" faible. 

 

La poursuite de travaux en biologie moléculaire (FISH) pour estimer les densités bactériennes 

devrait à terme pouvoir déterminer les populations de bactéries filamenteuses, à  condition 

que les sondes moléculaires soient réellement spécifiques de chaque espèce. Parallèlement, 

l’utilisation de la PCR et des gels électrophorétiques dénaturant (DGGE) permettront 

d’identifier les profils des communautés bactériennes (Lui et al, 2000 ; Muyzer et al, 1993). 

 

La biomasse des boues est un milieu très complexe et l’identification par analyse automatique 

d’images des microorganismes, sans avoir recours aux cultures, présente de nombreux 

avantages. Nous espérons que ces outils permettront d’anticiper les phénomènes de 

dysfonctionnements biologiques et contribueront à l’amélioration de la gestion des stations 

d’épuration.  
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ANNEXE C  
 
 

I Guide d’identification des bactéries filamenteuses des boues activées 
  (d’après Eikeilboom, 1975) 

 
 

 
Nostocoida limicola : 

Filaments non ramifiés, souples et non 

cloisonnés. Cellules irrégulières et 

longueur des filaments supérieure à 

200 µm. Ils sont généralement 

localisés dans les flocs et contiennent 

des granules de PHB. 

 

 

Type 1851 : 

Adhérences perpendiculaires à l’axe. 

Les cellules sont cloisonnées et 

gainées, Gram positif et Neisser 

négatif. Les filaments ne contiennent 

pas de granules de sulfures. 

 

Type 021N 

Ramifications absentes,cellules rigides 

et cloisonnées. Taille des filaments 

supérieure à 200µm. 

 

 

Haliscomenobacter hydrossis : 
Ramifications absentes, cellules non 

cloisonnées mais gainées. Filaments 

très fin partant du floc. 
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Type 0041 : 

Cellules non ramifiées, rigides avec 

beaucoup d’adhérences au niveau des 

gaines. La longueur des filaments 

supérieure à 200 µm. 

 

 

Sphaerotilus natans : 
Aspect épais adhérant plus ou moins 

aux flocs. Cellules ovoïdes nettes avec 

présence de PHB et de  fausses 

ramifications, longueur des filaments 

supérieure à 200 µm. 

 

 
Microthrix parvicella : 

Forme souple, sans adhérences le plus 

souvent. Longueur des filaments 

supérieure à 200 µm, pas de 

ramification. 

 

 
Nocardia sp : 

Forme rigide, ramifications vraies et 

courtes.  
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II Image de bactéries filamenteuses des boues activées   
    (Microscope optique grossissement γ 400X) 

 

 

 

A : Type 1851 

 

Bactérie Gram (+) ; Neisser (-),  
PHB (-), Sulfure (-). 

 

B : Spaerotilus natans 

 

Bactérie Gram (-), Neisser (-),  
PHB (+), Sulfure (-). 

C : Nacardia sp 

 

Bactérie Gram (+), Neisser (+), 
 PHB (+), Sulfure (-). 

D : Microthrix parvicella 

 

Bactérie Gram (+), Neisser (+), 
 PHB (+), Sulfure (-). 
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III Bactéries filamenteuses : démarche d’identification (a) d’après jenkins et al, 1993 
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Les bactéries filamenteuses : démarche d’identification (b), d’après jenkins et al, 1993 
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