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Introduction générale 

Depuis plusieurs années, le réchauffement climatique prend de plus en plus d’ampleur. Ce terme n’est 

pas récent, il a été mentionné depuis plus de 100 ans par le scientifique suédois Svante Arrhenius. Dans 

le temps, ce chercheur pensait utiliser cette hausse de température pour développer un 

environnement plus chaleureux et plus doux pour les générations à venir [1]–[3]. Actuellement, nous 

parlons de ce phénomène comme étant un danger pour les êtres vivants. En effet, nous connaissons 

de mieux en mieux ses conséquences sur la biodiversité de notre planète. Depuis la deuxième 

révolution industrielle, la température de la planète ne cesse d’augmenter. De nos jours, cette 

augmentation devient assez importante. A titre d’exemple, la température moyenne des océans et des 

terres est passée de 0,06 à 0,95 °C durant les 50 dernières années (Figure 1 et 2) [4][5]. 
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Figure 1 : variation de la température moyenne des 

milieux marins et terrestres 
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Figure 2 : variation des émissions de CO2 dans 

l'atmosphère en fonction du temps 

Cette augmentation de température est reliée entre autres au taux de CO2 présent dans l’atmosphère 

terrestre, ou plus généralement, aux gaz à effet de serre. En effet, le CO2 et le méthane sont les 

principaux gaz à effet de serre (GES). Ces gaz sont produits naturellement mais peuvent également 

être causés par l’activité humaine. La raison principale de surproduction de ces GES reste l’utilisation 

de combustibles fossiles [6]. 

Les énergies fossiles comme le pétrole, le charbon et le gaz naturel, représentent respectivement 34, 

25 et 21% de la consommation mondiale des énergies. Elles sont appelées énergies fossiles car elles 

sont produites durant des millions d’années par la transformation de la biomasse dans les milieux 

pauvres en oxygène [7]. Cela signifie que nous sommes actuellement en train de consommer le stock 

d’énergie fossile produit depuis des millions d’années. Avec l’accroissement actuel de la population 

mondiale, la consommation des carburants fossiles excède fortement leur vitesse de production. Les 
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études récentes estiment que si la vitesse de la consommation actuelle est maintenue, le réservoir 

d’énergie fossile pourrait être achevé d’ici 50 ans [8], [9]. En plus de cela, l’augmentation du nombre 

de personne est étroitement liée avec l’augmentation des déchets. Se débarrasser de ces déchets 

devient également un processus polluant et entrainant la production de GES. Cela dit, plusieurs 

solutions sont mises en place afin de réduire la pollution produite par les déchets. Nous pouvons 

mentionner le recyclage, le compostage, le mouvement « zero waste », la valorisation des déchets, 

etc. [10], [11].  

Afin d’affronter les problèmes de réchauffement climatique et de l’épuisement des énergies fossiles, 

des sources d’énergie propre et renouvelable sont recherchées. Ce projet s’inscrit dans le cadre de la 

valorisation des déchets ainsi que la recherche de source d’énergies alternatives, propres et 

renouvelables. Notre étude s’est faite sur la valorisation du biogaz issu de la méthanisation de déchets 

organiques pour la production de gaz de synthèse. 

La méthanisation des déchets organiques est une réaction ayant lieu en milieu anaérobie en présence 

de microorganismes [12]. Pratiquement, elle a lieu dans des digesteurs (centre de biométhanisation) 

ou des casiers (centres d’enfouissements). Cette digestion d’ordures non recyclables produit trois 

mélanges : 

 un mélange solide appelé digestat et formé de matières organiques non digérées. Ce digestat 

peut par la suite être utilisé comme fertilisant naturel 

 un mélange liquide appelé lixiviat. Cette solution peut être filtrée et rejetée dans la nature 

après analyse de qualité 

 un mélange gazeux appelé biogaz. 

Ce gaz est formé majoritairement de méthane et de dioxyde de carbone, les deux principaux gaz à 

effet de serre. Par contre, ces deux composés sont également les deux réactifs d’une réaction 

produisant un vecteur d’énergie propre : la réaction de reformage à sec du méthane. Cette réaction 

met en jeu le CH4 et le CO2 et produit du H2 et du CO dans un rapport de 1. Ce produit, appelé gaz de 

synthèse, peut ensuite être transformé en carburant de synthèse par différents procédés industriels. 

La valorisation du biogaz est donc un moyen de se débarrasser d’une partie des déchets, et de produire 

une source d’énergie propre et renouvelable.  

Actuellement, ce procédé n’est toujours pas industrialisé. D’une part, ceci est lié à la nature 

endothermique de la réaction de reformage à sec du méthane. En effet, cette réaction n’est 

thermodynamiquement possible qu’à des températures supérieures à 650 °C. D’un point de vue 

industriel, elle est difficilement rentable. De ce fait vient la nécessité d’utiliser un catalyseur pour 

augmenter la cinétique de la réaction.  
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D’autre part, le biogaz étant produit à partir de déchets organiques, il n’est pas uniquement formé de 

CH4 et CO2. Il contient également certains composés minoritaires comme les composés aromatiques, 

les terpènes, les composés aliphatiques, oxygénés, soufrés, etc.  

Afin d’étudier le reformage catalytique du biogaz, il est important de connaitre l’effet des impuretés 

sur l’efficacité des catalyseurs. C’est pourquoi, nous avons effectué une étude sur la valorisation par 

reformage catalytique du biogaz provenant d’un centre d’enfouissement (CET).  

La première étape de notre étude a été de prélever et d’analyser le biogaz provenant d’Opale 

Environnement, le centre d’enfouissement partenaire au projet, et de déterminer sa composition. De 

cette façon, nous connaissons l’exacte concentration des composés avec lesquels le catalyseur sera en 

contact. Cette étude s’est faite à différents niveaux de l’unité de purification du biogaz. Les données 

obtenues de cette analyse sont présentées dans la première partie du manuscrit. 

Après avoir identifié et quantifié les composés majoritaires et minoritaires présents dans le biogaz, 

nous avons étudié l’effet de certaines familles d’impuretés sur des catalyseurs déjà synthétisés, 

caractérisés et reconnus comme étant actifs dans la réaction de reformage à sec du méthane. Pour 

cela, nous avons effectué des tests de stabilité en utilisant un mélange synthétique de CH4 et de CO2 

sans impuretés. Ces tests nous ont permis de déterminer l’efficacité des catalyseurs sans l’influence 

des composés minoritaires. Ensuite, nous avons ajouté au mélange réactionnel de base des molécules 

modèles à certaines des familles de composés retrouvés dans le biogaz analysé. Après avoir déterminé 

l’effet de chacune de ces impuretés, nous avons effectué des tests sur du biogaz réel prélevé 

directement sur le site d’Opale Environnement. Ces résultats sont discutés dans la deuxième partie du 

manuscrit. 

Enfin, certains composés, retrouvés dans le biogaz, notamment les composés soufrés, sont connus 

pour l’empoisonnement des catalyseurs. Il est donc nécessaire d’éliminer le H2S avant d’être mis en 

contact avec le catalyseur. Pour cela, nous avons étudié la désulfurisation biologique par des espèces 

fongiques. Nous avons commencé par sélectionner des champignons capables de résister à la toxicité 

du H2S et de l’utiliser pour leur métabolisme. Ensuite, nous avons déterminé le support du biofiltre et 

fabriqué un réacteur adapté pour nos expériences. Enfin, nous avons mis en place le montage de 

biofiltration et étudié l’efficacité des champignons sélectionnés à l’élimination du H2S. La troisième 

partie du manuscrit regroupe les résultats obtenus sur ce sujet. 
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I. Introduction 

Ce projet s’inscrit dans le cadre de la lutte contre le réchauffement climatique. Nous avons déjà 

mentionné différentes stratégies mises en place pour la diminution des émissions de gaz à effet de 

serre. Dans ce chapitre, nous allons développer l’une d’entre elles : la valorisation des déchets.  

Avec l’accroissement actuel de la population mondiale, de plus en plus de déchets sont produits. La 

gestion de ces déchets provenant d’industries, de l’agriculture ou résidentiels se fait par différentes 

méthodes. Par exemple, l’incinération est souvent utilisée pour détruire la matière. Ce traitement à 

haute température permet de brûler les ordures et de ne récupérer que 20 à 30% du volume initial. 

Par contre, cette méthode produit des composés gazeux nuisibles à l’environnement et à la santé 

humaine. Il existe également d’autres techniques plus écologiques pour le traitement des déchets. Le 

recyclage est utilisé dans le but de diminuer la totalité des déchets. Ce procédé de reconversion de 

matériaux n’est applicable que sur certains métaux, plastiques verres ou cartons. Pour le déchet non 

recyclable, le compostage (biodégradation des déchets organiques) peut être adopté à échelle 

individuelle ou industrielle [1]–[3]. 

En plus du recyclage et de la destruction biologique et thermique, les déchets peuvent également être 

stockés. Depuis très longtemps, des déchèteries sont utilisées comme dépotoir d’ordure. Dans le 

passé, ces sites pouvaient être situés en plein air ou dans des lieux souterrains. Leur mise en place à 

fortement augmenté après la deuxième révolution industrielle. Durant cette période, la production de 

déchets s’est rapidement multipliée et continue encore jusqu’à aujourd’hui. Par contre, au cours du 

siècle dernier, l’utilisation des décharges s’est affaiblie à cause du manque d’espace ainsi que pour des 

raisons sanitaires. En effet, certaines études ont montré que les composés provenant des déchets non 

traités et relâchés dans l’air, dans le sol ou dans l’eau peuvent être dangereux pour la santé humaine 

et l’environnement [1], [4]–[6]. Le risque de maladie et de problèmes génétiques est augmenté pour 

les personnes en contact direct ou indirect fréquent avec la décharge [1]. De plus, la dégradation 

naturelle des déchets entraine la production de méthane, un des principaux gaz à effet de serre [4]. 

Pour cela, des normes ont été mises en place pour maintenir la sécurité de l’écosystème avoisinant et 

augmenter la durée de vie utile de la décharge. Par exemple, le site devrait être proche d’une route 

principale (transport d’ordures sécurisé) et loin d’une source d’eau (pour éviter les contaminations). 

Les ordures doivent être inspectées (élimination des déchets médicaux, radioactifs et industriels 

dangereux) et écrasées (réduction du volume). La décharge doit être isolée de l’extérieur par des 

membranes en plastique et/ou en argile (pour éviter les contaminations). Un système de drainage doit 

être mis en place pour la récupération, l’analyse et le traitement du lixiviat. Enfin, afin d’éviter le risque 

d’explosion, les décharges doivent être équipées d’un système de récupération des gaz. En effet, la 



 Analyse de la composition du biogaz  

 

20 
 

dégradation de la matière organique relâche des composés gazeux, notamment du méthane. Dans un 

endroit fermé, l’accumulation de ces gaz inflammables pourrait entrainer une explosion en cas de fuite 

[7], [8].  

Actuellement, nous parlons plutôt de centre de stockage de déchets non dangereux. Les sites stockant 

ce type de déchets ne montrent ni d’impact environnemental, ni de risque sur la santé humaine. Des 

études sont maintenant systématiquement réalisées dans les dossiers d’autorisation d’ouverture de 

sites. 

Plus récemment, certains centres de stockage ont commencé à utiliser le gaz produit comme source 

d’énergie. Ce gaz peut être repris et traité afin d’éliminer les composés non valorisables et pourrait 

alors servir de carburant. Ce procédé permet non seulement de réduire les problèmes 

environnementaux en diminuant la diffusion du méthane mais également d’apporter des revenus 

supplémentaires à l’installation.  

Ce gaz formé majoritairement de méthane est connu sous le nom de « biogaz ». Il est produit par la 

biodégradation de la matière organique dans un environnement anaérobie. Actuellement, ce 

processus bien établi est connu sous le nom de méthanisation [9]. 

Procédé de méthanisation 

Cette digestion anaérobie ou fermentation est une suite de réactions biochimiques ayant lieu en 

présence de bactéries1 dans un milieu sans oxygène. Ce procédé est résumé en quatre réactions 

consécutives : l’hydrolyse, l’acidogenèse, l’acétogenèse et la méthanisation [10]. Durant chaque 

réaction, plusieurs types de microorganismes sont responsables de transformer les produits de la 

réaction précédente en réactifs pour la réaction suivante. Pratiquement, la méthanisation se fait en 

quatre phases [11]–[17]. 

Phase I : décomposition aérobie (consommation O2 et production CO2) 

Après dépôt dans le centre de stockage, la première étape revient à une décomposition en présence 

d’oxygène. Les microorganismes dégradent la matière organique complexe (carbohydrates, lipides et 

protéines) en matière organique simple (sucre, acide gras, acides aminés) et produisent une grande 

quantité de CO2. Cette réaction appelée hydrolyse est effectuée par les bactéries hydrolytiques. En 

général, ces bactéries appartiennent à l’embranchement des firmicutes, des chloroflexi, des 

                                                           
1 Les champignons et les algues peuvent également décomposer la matière organique et produire du méthane 
mais en général les bactéries sont utilisées. 
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bactéroides et des spirochaetes [18]–[21]. Cette phase est connue pour être l’étape limitante (la plus 

lente) du procédé de méthanisation. Elle dure en général entre 1 et 4 ans.  

Phase II : Anaérobie non méthanogène (production de CO2 et H2) 

Après consommation complète de l’oxygène présent initialement dans le milieu, les conditions 

anaérobies sont établies. L’acidogenèse débute en présence des bactéries acidogènes, appartenant à 

l’embranchement des protéobactéries, des firmicutes et des actinobactéries [18]–[21]. Pendant cette 

réaction, les monomères (sucres, acides aminés et acides gras, etc.) obtenus à partir de la dégradation 

de la matière organique sont transformés en acides acétique, propanoique et butanoique et éthanol. 

Ensuite, ces composés sont transformés en acide acétique, CO2 et H2 par les bactéries acétogènes 

(thermatogex et firmicutes). Cette étape est appelée acétogenèse car elle aboutit à la formation 

d’acide acétique. La phase II composée de l’acidogenèse et l’acétogenèse dure entre 1 et 3 ans. Durant 

cette phase, on observe un pic de CO2 et de H2.  

Phase III : Anaérobie méthanogène instable 

L’acide acétique, le CO2 et le H2 produits durant les réactions précédentes sont transformés en 

méthane, en dioxyde de carbone et en H2O. Cette réaction est la méthanogenèse et elle est effectuée 

par les archées H2 méthanogènes ou acétate méthanogènes. Ces procaryotes appartiennent à 

l’embranchement des euryarchéotes. Les composés produits durant cette phase font partie du biogaz 

final obtenu par méthanisation. Par contre, la production de CH4 et de CO2 est instable et nécessite 

entre 1 et 7 ans pour devenir constante.  

Phase IV : Anaérobie méthanogène stable 

Durant cette phase, les bactéries méthanogènes restent actives et produisent du CH4 et du CO2. En 

général, la durée de vie d’un centre d’enfouissement est estimée à 20-50 ans. La méthanisation va 

donc persister jusqu’à l’épuisement des nutriments nécessaires à la survie des microorganismes, ou 

aux variations extrêmes de pH. Ceci va provoquer l’arrêt du métabolisme microbien [17], [22]–[25]. 

Le procédé de méthanisation est résumé dans la Figure I-1 ci-dessous.  
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Figure I-1 : Schéma de la réaction de méthanisation des déchets organiques jusqu'à la production de biogaz 
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Globalement, le biogaz obtenu des centres d’enfouissement est formé de 35 à 65% de méthane, de 15 

à 40% de CO2, 5 à 40% de N2, 0 à 5% d’oxygène et 1 à 5% d’eau. En plus de ces constituants majoritaires, 

certains composés minoritaires peuvent également être produits. En effet, différents types de 

composés secondaires sont généralement identifiées dans le biogaz provenant des centres 

d’enfouissements. Ils peuvent être regroupés en 8 familles de composés en fonction de leur structure 

chimique et leur groupement fonctionnel (Tableau I-1) [13], [26]–[29]: 

 les halogènes 

 les composés aromatiques 

 les terpènes 

 les composés aliphatiques 

 les composés soufrés 

 les composés azotés 

 les composés oxygénés 

 les siloxanes 

Ces molécules sont retrouvées dans le biogaz final dans de très petites quantités (< 1%). Ils peuvent 

provenir de la biodégradation de la matière organique, de la volatilisation des composés et de 

réactions entre les produits majoritaires ou minoritaires. Elles sont formées à différents niveaux de la 

méthanisation. En général, un premier pic de composés secondaires est observé pendant la phase 

aérobie. Il est causé par l’évaporation des composés volatils comme les aérosols. Un deuxième pic est 

observé durant la méthanogenèse anaérobie. Ce pic est engendré par la production de sous-produits 

et d’intermédiaires de la dégradation anaérobie [10], [30]–[32].  

La concentration de ces produits secondaires varie en fonction de la nature du substrat initial, des 

conditions du procédé (température, pH, humidité, etc.). Par exemple, un substrat riche en viandes et 

protéines produit un biogaz riche en composés azotés et soufrés. En effet, les composés soufrés sont 

produits par les bactéries sulforéductrices (Veillonello, Megasphaera, Desulfovibrio, etc.) capables de 

réduire le soufre sous forme minérale (SO4
2−) ou organique (acides aminés, cystéine ou méthionine). 

Ces réactions suscitent majoritairement la formation du sulfure d’hydrogène. Certaines bactéries 

(bactéroides ou autres) peuvent également produire des composés azotés, notamment le NH3, par 

désamination des acides aminés [33].  
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Tableau I-1 : Origine et mécanismes de production de composés traces retrouvés dans le biogaz 

 Composés 
azotés 

Composés soufrés 
Composés 
oxygénés 

Terpènes Aromatiques Aliphatiques Halogènes Siloxanes 

Définition 
Composés 

contenant de 
l'azote (sauf N2) 

Composés 
organiques ou 
inorganiques 

contenant du soufre 

Alcool, cétone, 
acide, acétate, 

ester, éther, 
acides gras 
volatils, etc. 

Hydrocarbures 
possédant une 
unité isoprène 
(5 carbones) 

Hydrocarbures 
contenant un ou 
plusieurs cycles 

benzéniques 

Chaines 
d'hydrocarbures 

saturés, insaturés, 
linéaires ou 

ramifiés 

Composés 
contenant du fluor, 

chlore ou brome 

Composés 
linéaires ou 

cycliques 
contenant des 

liaisons Si-O 

Source 

Aliments riches 
en protéines 

(polymère 
d'acides aminés) 

et en lipides 

Produit contenant 
du soufre comme 
les aliments riches 

en protéines (acides 
aminés soufrés) ou 

les plaques de plâtre 

Solvants et 
emballages en 

plastique 

Médicaments, 
détergents, et 

de produits 
d'origine 
végétale 

(herbes, bois, 
fruits, 

légumes, etc.) 

Xénobiotique 
provenant de 
solvants et, de 
produits à base 
de pétrole, de 
plastique et de 

carton, d'additifs 
alimentaires ou 

de lignine 

Détergents, 
solvants, 

réfrigérants, 
pesticides et huiles 

Solvants, 
réfrigérants, 

aérosols, dissolvant 
et plastiques 

Produits de 
ménage 

(détergent et 
adoucissant), 
shampoing et 

déodorant. 

Composés 
Ammonium 
Ammoniac 

Triméthylamine 

Sulfure d'hydrogène  
Diméthylsulfure  

Méthylmercaptan 
Methanéthiol 
Disulfure de 

carbone 
Diméthyldisulfure 

Ethanol 
Acétate 
d’éthyl 

2-méthyl-2-
méthylacrylate 

Limonène 
p-cymène 
α-carène 
β-carène 

BTEX  
(benzène, 
toluène, 

éthylbenzène, 
xylène) 

C2-C6  
(pentane, pentène, 

1-butène) 
C6-C12  

(nonane, décane, 
dodécane et 
undécane) 

Perchloroéthylène 
Dichlorométhane 

1,2 
dichlorobenzène 

1,4 
dichlorobenzène 

Triméthylsilanol 
Hexaméthyl-

disiloxane 
Octaméthyl-
trisiloxane 

Decaméthyl-
tetrasiloxane 

Production 

Minéralisation et 
désamination 

dans des 
conditions 
anaérobies 

Volatilisation de 
composés soufrés, 

réduction 
microbienne du 

sulfate, 
décomposition du 
soufre organique 

Intermédiaires 
métaboliques 
(anaérobie ou 

aérobie), 
dégradation 

aérobie 
incomplète 

Volatilisation, 
dégradation 
de déchets 

verts, 
décomposition 

de la lignine 

Volatilisation et 
dégradation de la 

matière 
organique 

Volatilisation et 
dégradation de la 
matière organique 

Dégradation de 
composés 

halogènes de taille 
plus grande 

Volatilisation et 
hydrolyse du 
polydiméthyl-

siloxane (PDMS) 

2
4 
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Par contre, les composés aromatiques, aliphatiques, les terpènes et les siloxanes sont produits 

principalement par volatilisation. Ces molécules sont abondantes en présence de produits de ménage, 

de pesticides et de produits d’origine végétale. Enfin, les composés oxygénés et les composés 

halogénés sont généralement produits par dégradation incomplète du plastique ou de produits 

pétroliers. 

En résumé, le biogaz formé par méthanisation dans un centre d’enfouissement est majoritairement 

formé de méthane et de dioxyde de carbone. Il peut également contenir des composés secondaires 

comme les composés soufrés, les composés azotés, les hydrocarbures lourds ou légers. Les différences 

au niveau de sa composition découlent de la nature des déchets utilisés, des microorganismes 

effectuant la méthanisation ainsi que des conditions du procédé.  

Le but du projet est d’étudier la faisabilité de la valorisation énergétique d’un biogaz provenant de la 

méthanisation de déchets organiques en reformage catalytique. Pour mieux comprendre la réaction 

de reformage du biogaz, nous avons analysé le gaz produit par Opale Environnement, un centre 

d’enfouissement situé au Nord de la France. Le biogaz étant formé majoritairement de méthane et de 

dioxyde de carbone, il peut être valorisé par la réaction de reformage à sec du méthane. Par contre, la 

présence de certaines impuretés pourrait être un obstacle à l’occurrence efficace de cette réaction en 

présence d’un catalyseur. Nous avons déterminé la constitution de ce biogaz en composés majoritaires 

(CH4 et CO2), ainsi qu’en composés minoritaires (soufrés, azotés, hydrocarbures) à différents niveaux 

du système de purification. Cette collaboration a permis à notre étude d’avoir un aspect pratique et 

appliqué à un procédé industriel de méthanisation déjà établi.  

Dans ce chapitre, nous présentons en premier le site d’Opale Environnement ainsi que le procédé de 

méthanisation utilisé et l’unité de valorisation. Ensuite, nous exposons l’approche méthodologique et 

le matériel utilisé pour nos analyses. Enfin, les résultats obtenus sont illustrés et comparés aux 

résultats observés dans la bibliographie.  
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II. Méthanisation chez Opale Environnement 

II.1 Historique 

Opale Environnement fait partie d’un groupe de plusieurs industries spécialisées dans le traitement 

des déchets. Cette société devient affiliée au groupe Séché Environnement et exerce ses activités de 

valorisation des déchets depuis l’année 2002. Le site d’Opale Environnement est divisé en deux : un 

centre de tri situé à Calais et un centre de stockage localisé à Sainte-Marie-Kerque. Sur le site de Calais, 

les déchets sont récupérés et séparés en plusieurs groupes : les plastiques, les papiers, les ferraillées, 

le bois, le verre et le plâtre. Chacun de ces composés est ensuite expédié vers d’autres unités pour être 

recyclé. Les déchets non recyclables et non dangereux sont renvoyés sur le site de Sainte-Marie-kerque 

pour être transformés en biogaz par fermentation anaérobie et ensuite valorisés par production 

d’électricité. 

II.2 Description du site 

Le site de stockage d’Opale Environnement s’étend sur 24,4 ha dont 50% sont utilisés pour 

l’enfouissement. Il est construit pour recevoir des déchets provenant d’industries et d’activités 

ménagères. Ce centre d’enfouissement contient des casiers souterrains dans lesquels les ordures sont 

déposées. Il peut accumuler jusqu’à 50000 tonnes de déchets par an. En surface, le site est formé de 

plusieurs structures : 

 un centre administratif 

 un parking pour les camions de transport 

 un système de pesée 

 une unité de valorisation du biogaz 

 un lieu de stockage des déchets 

 Les casiers étant souterrains, la majorité du site est recouverte d’espace vert. Le site contient 

également un lac qui permet de conserver la biodiversité de la plateforme (Figure II-1, a). En effet, en 

2015, Opale Environnement a renforcé son engagement envers la préservation de la biodiversité. 

Plusieurs étapes sont mises en place dans un but final de valoriser les déchets pour la production 

d’énergie (Figure II-1, b). 
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a) b) 

Figure II-1 : a) Espace vert et lac à Opale Environnement, b) unité de valorisation du biogaz 

 

 

 

 

 

II.2.a Récupération des déchets 

Les déchets sont déposés dans des bennes à ordures ménagères. Des camions munis de bras amplirolls 

et de remorques de 90 m3 à fond mouvant récupèrent les bennes. La collecte se fait en porte à porte 

ou en point d’apport volontaire. A la réception, les déchets sont pesés et une vérification du taux de 

radioactivité est effectuée. Après contrôle, les ordures sont compactées à l’aide d’un compacteur à 

pied de mouton. Les déchets sont ensuite stockés dans les casiers réalisés pour cet usage. Une fois 

pleines, les alvéoles sont couvertes. 

II.2.b Stockage des déchets 

L’enfouissement des déchets se fait dans des alvéoles souterraines composées de plusieurs matériaux 

(Figure II-2).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II-2 : Conception d'une alvéole de stockage (Opale Environnement) 
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La couche supérieure est formée d’une couche de forme déposée au-dessus des déchets, suivie d’une 

géomembrane et d’un système de drainage permettant la récupération de l’eau pluviale qui tombe 

sur la couverture. Au-dessus de ce complexe se trouve la terre végétale et l’engazonnement en contact 

avec l’air extérieur. Au niveau inférieur des casiers, les déchets reposent sur une couche drainante 

formée de sable, suivie par une membrane de Polyéthylène haute densité (PEHD) étanche et 

recouverte d’un géotextile de protection. Une couche d’argile de 1 m est placée au fond des casiers, 

en contact avec la terre naturelle. A ce niveau, un système de drainage permet le contrôle des eaux 

souterraines. C’est dans ces casiers que la méthanisation a lieu. Le biogaz produit est récupéré par le 

biais d’un réseau de collecte puis acheminé vers l’unité de valorisation. 

II.2.c Procédé de méthanisation 

La méthanisation des déchets est formée par une série de réactions ayant lieu en milieu anaérobie en 

présence de microorganismes. Chez Opale Environnement, les déchets sont déposés dans des casiers 

souterrains. La température au niveau de ces casiers est de 40 °C environ. Les microorganismes qui se 

développent dans ces conditions sont mésophiles. Ils sont responsables de la dégradation des déchets. 

Au cours de cette réaction, trois substances sont formées : 

 le digestat est la partie solide des déchets. Il représente la partie non digérée des ordures. Il 

peut être récupéré et utilisé comme fertilisant. 

 les lixiviats représentent la partie liquide. Ils sont drainés et traités par osmose inverse. Cette 

technique est basée sur la filtration forcée à travers des membranes semi-perméables. L’eau 

épurée appelée perméat est versée dans un bassin. Une fois le bassin rempli, l’eau est analysée 

pour pouvoir être rejetée dans le fleuve canalisé (Aa).  

 le biogaz est la partie gazeuse produite par méthanisation. Il est récupéré grâce à un réseau 

de collecte puis acheminé jusqu’à l’unité de valorisation (Figure II-3, a). Dans des cas 

exceptionnels, le biogaz est envoyé à la torchère ou il subit une incinération à 1100 °C (Figure 

II-3, b).  

 

Figure II-3 : a) Conduit pour la récupération du biogaz, b) Torchère 

a) b) 
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II.2.d Unité de valorisation 

Le biogaz formé dans les puits souterrains est récupéré par des conduits aériens ou enterrés. 

L’ensemble des tuyaux provenant des casiers se rassemblent pour former un seul tube aboutissant à 

l’entrée de l’unité de valorisation. Avant d’arriver à la centrale, le biogaz passe à travers un 

déshumidificateur. Ce système permet d’évacuer les condensats présents dans le gaz. Le biogaz est 

ensuite introduit dans l’unité. Une série d’étapes est mise en place afin de purifier le biogaz : 

 En premier, le biogaz passe à travers deux cuves de charbon actif en série (Figure II-4). Le but 

de cette étape est l’élimination du H2S par adsorption sur charbon activé de type 

R-PURE® 1DS-1, développé pour la purification de gaz. Il est fabriqué par activation à la vapeur 

et imprégné de produits chimiques afin d’obtenir de bonnes propriétés de chimisorption. 

Figure II-4 : Cuves de charbon actif en série pour l'élimination du H2S 

 L’étape suivante permet le séchage du biogaz par un système double échangeur biogaz/biogaz 

et biogaz/eau glycolée (Figure II-5). L’eau éliminée est ensuite réinjectée dans le massif de 

déchets. 

 

a) b) 

Figure II-5 : a) Système de séchage du biogaz, b) Système de refroidissement de l'eau glycolée 
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 Enfin, les siloxanes et les COV sont éliminés par adsorption sur charbon actif AIRPEL ULTRA 

granulaire, produit par activation à la vapeur, mais non imprégné par des produits chimiques. 

Après cette dernière étape, le biogaz purifié est utilisé en tant que ressource énergétique dans un 

générateur pour être valorisé sous forme d’électricité. 

III. Démarche expérimentale  

L’objectif du projet Abioval est de valoriser le biogaz produit par le centre d’enfouissement partenaire 

au projet. C’est dans cette perspective que nous avons analysé et déterminé la composition finale du 

biogaz provenant d’Opale Environnement. Nous nous sommes intéressés à l’efficacité des méthodes 

de purifications implémentées au sein de l’unité de valorisation du biogaz. Nous avons donc effectué 

des prélèvements à différents niveaux de cette installation. Nous avons également recherché dans le 

condensat de biogaz les composés éliminés durant l’étape de séchage. En plus de quantifier le méthane 

et le dioxyde de carbone dans le biogaz, nous nous sommes intéressés à la présence de certains 

composés minoritaires comme : 

 les aromatiques 

 les terpènes 

 les alcanes/alcènes 

 les composés azotés 

 les composés soufrés 

Le matériel utilisé ainsi que les résultats obtenus sont détaillés par la suite. Les données obtenues à 

partir des analyses effectuées sur le biogaz ont servi comme guide pour la suite de l’étude sur la 

valorisation et la purification du biogaz.  

IV. Matériels et méthodes  

Dans le but de déterminer la composition du biogaz à différentes étapes du système de purification, 

nous avons sélectionné plusieurs points de prélèvements. 

IV.1 Points de prélèvement 

Comme mentionné précédemment, le procédé de formation de biogaz à Opale Environnement est 

formé de plusieurs étapes. Pour cette étude, nous nous intéressons surtout à l’étape de purification 

du biogaz. Le biogaz produit dans les casiers est acheminé vers la centrale de valorisation ou plusieurs 
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étapes de purification en continu ont lieu. En premier lieu, les gouttelettes de liquide en suspension 

dans le biogaz sont éliminées. Ensuite, le H2S est éliminé par adsorption sur charbon actif. Le biogaz 

subit par la suite une étape de séchage suivie de l’épuration des composés organiques volatiles (COV) 

et des siloxanes sur charbon actif. Enfin, le biogaz purifié est utilisé en tant que ressource énergétique 

sous forme d’électricité. Afin d’étudier l’efficacité des techniques de purification utilisées dans la 

centrale de valorisation, quatre points de prélèvements sont choisis (Figure IV-1) : 

 biogaz brut : Le premier point de prélèvement se situe à l’entrée de l’unité de purification. A 

ce niveau, aucun traitement n’a encore été effectué. Le biogaz est un mélange brut contenant 

tous les composés produits durant la méthanisation dans les casiers souterrains. 

 biogaz sortie H2S : Le second point de prélèvement se trouve après les cuves de traitement de 

H2S. Le biogaz analysé à ce niveau a subi un traitement sur charbon actif dans le but d’éliminer 

les composés soufrés. Ce biogaz est encore humide vu qu’il n’a pas encore subi de séchage. 

 biogaz entrée COV : Le troisième point de prélèvement se situe entre l’étape de séchage et 

celle d’épuration des COV et siloxanes. A ce niveau, le biogaz est un gaz sec. 

 biogaz traité : Le quatrième point de prélèvement représente le biogaz ayant subi toutes les 

étapes de purifications. Ce point de prélèvement se trouve entre la cuve d’élimination des 

siloxanes/COV et le générateur électrique.  

Figure IV-1 : Schéma de l'unité de purification du biogaz à Opale Environnement et des points de prélèvements 

IV.2 Echantillonnage  

Afin d’obtenir des données significatives et fiables, l’analyse de la composition du biogaz est faite à 

trois reprises. Une première analyse (mars 2019) est effectuée sur des échantillons récupérés dans des 
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sacs Tedlar de 5 L au niveau de chaque point de prélèvement. Cette analyse a permis d’avoir une idée 

sur la gamme de concentration des composés concernés.  

Ensuite, des prélèvements sur site sont effectués (mai 2019). Le gaz sortant aux différents points de 

prélèvement est relié aux appareils. Les analyses sont faites dans le sens contraire au processus de 

purification (en allant du biogaz traité (4), considéré comme étant le plus propre, au biogaz brut (1), 

sortant des puits de méthanisation). Cette méthode a permis d’éviter les sources de contamination 

dans les tubes d’analyse en passant par le gaz contenant le moins d’impuretés au gaz le plus riche en 

impuretés. Pour obtenir des données représentatives tout le long du système de purification, les 

appareils sont restés connectés sur chaque point pendant au moins deux heures de temps. Cela a 

permis de faire plusieurs injections au niveau d’un même point et donc d’avoir des valeurs en fonction 

du temps. Une étape de prétraitement est nécessaire au niveau du point de prélèvement 1 (biogaz 

brut). Ce point étant situé en amont du sécheur, il contient une haute concentration d’eau. Un piège 

à froid est installé à ce niveau afin de récupérer l’eau et d’éviter la contamination des colonnes 

chromatographiques. De plus, afin d’éviter la saturation des pics chromatographiques, une étape de 

dilution est mise en place. Le biogaz est dilué 10 et 100 fois dans de l’azote (N2). La concentration 

exacte est ensuite calculée en tenant compte d’un facteur de dilution. 

Une troisième série d’analyses est effectuée afin de valider les résultats obtenus durant les 

prélèvements sur site (juillet 2020). Le biogaz est récupéré dans des sacs Tedlar au niveau des points 

mentionnés précédemment. Les échantillons sont analysés sur les appareils dans les mêmes conditions 

des analyses sur site. 

IV.3 Techniques d’analyse 

Comme déjà mentionné et connu dans la littérature [34]–[36], le biogaz est formé majoritairement de 

CH4 et de CO2, mais contient également des composés minoritaires. Afin d’identifier et de quantifier 

ces molécules, des appareils spécifiques pour chaque type de molécules sont utilisés. Avant chaque 

analyse, ces appareils sont étalonnés pour permettre la quantification exacte des composés identifiés. 
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IV.3.a Composés majoritaires 

Le méthane et le dioxyde de carbone sont quantifiés par micro-chromatographie en phase gazeuse 

couplée à un détecteur de conductivité thermique (DCT) (Agilent distribué par SRA) (Figure IV-2). La 

colonne Stabilwax est utilisée pour la séparation de composés majoritaires/polaires. La limite de 

détection est de l’ordre du ppm. Les composés sont identifiés grâce à leurs temps de rétention et sont 

quantifiés en fonction d’une courbe d’étalonnage pré-établie avec des bouteilles de gaz purs et dilués. 

Pour obtenir des résultats en continu, des injections sont effectuées chaque 3 minutes. L’hélium est 

utilisé comme gaz vecteur.  

Figure IV-2 : Chromatographie en phase gazeuse pour la quantification du CH4 et CO2 

IV.3.b Composés azotés 

Les composés azotés (NH3, NO et NO2) sont quantifiés par spectrométrie (X-stream EMERSON) grâce à 

leur absorbance à une certaine longueur d’onde (Figure IV-3). Ces composés absorbent les rayons 

ultraviolets (vers 200 nm pour le NO) et infrarouges (entre 1450-1560 nm et plus que 2300 nm pour le 

NH3 et le NO2 respectivement). Les détecteurs utilisés sont des détecteurs optiques UV et IR. Pour une 

quantification exacte de ces composés, un étalonnage est effectué à l’aide de standards gazeux 

certifiés. Pour obtenir des résultats en continu, des données sont enregistrées toutes les 5 secondes. 

La limite de detection de cet appareil est de 10 ppb. 

Figure IV-3 : Spectromètre X-STREAM EMERSON pour la quantification des composés azotés 
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IV.3.c Composés soufrés 

Les composés soufrés sont identifiés et quantifiés sur un chromatographe en phase gazeuse (chroma S) 

couplé à un détecteur FDP (Flame Photometry Detector) (Figure IV-4). Le mélange de gaz est injecté 

toutes les 10 minutes à travers un système de double colonne MXT-30 et MXT-4. Ces colonnes sont 

balayées par de l’hydrogène. Cet appareil est équipé d’un générateur de H2 et O2 qui vont alimenter le 

FDP. Les molécules sont identifiées en fonction de leurs temps de rétention. Elles sont quantifiées par 

différentes méthodes : 

 le H2S et le SO2 sont étalonnés grâce à une bouteille de gaz pur. Un diluteur (calibrage 

DGM 100) est utilisé. 

 une solution de CS2 de concentration connue est utilisée pour sa quantification. Un volume de 

1 µL de solution est introduit dans un ballon de 10 L vide. Des injections sont effectuées avec 

différentes dilutions. 

 le sulfure de diméthyle (DMS) et le disulfure de diméthyle (DMDS) sont deux standards 

étalonnés dans la base de données du chromatographe. Ils sont analysés via un tube à 

perméation intégré dans le four de l’appareil. La formule suivante permet de calculer la 

concentration de ces deux composés : 

C =  
Px

Q
 

Avec  C : concentration en mg/Nm3 

Px : taux de perméation en ng/min, dépend de la température du four. Cette valeur correspond 

à la quantité de composé relâché du tube à une certaine température. 

 Q : débit en mL/min 

 pour le reste des molécules, la concentration est calculée grâce aux facteurs de réponses de 

différents composés préétablis dans la base de données de Chromatotech et vérifiés via le 

DMS. 

 

 

 

 

Figure IV-4 : Chromatotec GC 866 Chroma S pour l'identification et la quantification des composés soufrés 
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IV.3.d Composés carbonés C2-C6 et C6-C12 

Ces composés sont identifiés et quantifiés par chromatographie en phase gazeuse couplée à un 

détecteur FID (Flame Ionization Detector). Le système Chromatotec GC 866 AirmoVOC C2-C6 (Figure 

IV-5) et Chromatotec GC 866 AirmoVOC C6-C12 (Figure IV-6) sont utilisés respectivement pour les 

analyses des composés carbonés légers et les composés carbonés lourds.  

Figure IV-5 : Chromatotec GC 866 AirmoVOC C2-C6 pour l'identification et la quantification de composés carbonés légers 

Figure IV-6 : Chromatotec GC 866 AirmoVOC C6-C12 pour l'identification et la quantification de composés carbonés lourds 

Le gaz à analyser traverse une cartouche qui sert à piéger les composés d’intérêt. Après prélèvement, 

la température de la cartouche est augmentée et les molécules piégées se désorbent et sont injectées 

dans les colonnes. Les colonnes MXT-30 sont utilisées pour séparer les composés apolaires. Elles sont 

balayées par de l’hydrogène comme gaz vecteur. Pareil au chroma S, ces deux appareils sont 

également reliés à un générateur de H2 et O2 pour alimenter le FID. Des injections sont effectuées en 

continu chaque 30 minutes. Cette famille de molécules étant très vaste, plusieurs types d’étalonnages 

sont effectués afin de quantifier ces composés : 
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 afin de quantifier les BTEX (benzène, toluène, éthylbenzène, m-xylène, o-xylène et p-xylène), 

une bouteille formée d’un mélange de ces composés à concentration connue (10 ppm) est 

utilisée. Les séries de dilution sont effectuées avec de l’air à l’aide d’un diluteur.  

 des solutions liquides d’alcanes et d’alcènes de concentrations connues sont injectées à l’aide 

d’une micro-seringue dans un ballon vide de 10 L. Ce mélange est ensuite analysé en 

chromatographie. Une courbe étalon de l’aire de pic en fonction de l’absorbance est tracée et 

le coefficient est calculé. 

 en utilisant le tube de perméation propre au butane et au benzène (intégrés dans le four de 

l’appareil), les concentrations de ces composés peuvent être calculées grâce à la formule 

suivante : 

C =  
Px

Q
 

Avec  C : concentration en mg/Nm3 

Px : taux de perméation en ng/min, dépend de la température du four. Cette valeur correspond 

à la quantité de composé relâché du tube à une certaine température. 

 Q : débit en mL/min 

 la concentration du reste des molécules peut être calculée grâce aux facteurs présents dans la 

base de données de Chromatotec et vérifiée à partir des tubes à perméation précédemment 

décrits. 

IV.3.e Spectromètre de masse 

Les composés minoritaires sont également identifiés par spectrométrie de masse sur un appareil 

INFICON HAPSITE (Figure IV-7). Trois injections sont effectuées sur cet appareil par point de 

prélèvement. Deux niveaux de sensibilité sont utilisés : le niveau ppm (faible sensibilité) et le niveau 

ppb (forte sensibilité). Cette technique permet d’identifier les composants minoritaires du biogaz en 

comparant les spectres de masse obtenus à une bibliothèque préétablie.  
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Figure IV-7 : INFICON HAPSITE spectromètre de masse pour l'identification des composés à faible concentration 

IV.4 Analyse du condensat de biogaz : 

Premièrement, le pH du condensat récupéré avant et après séchage est mesuré par un pH-mètre 

(HANNA instrument HI 1220 pHmeter). 

Ensuite, sa composition est déterminée. Pour cela, les composés organiques présents dans le 

condensat sont récupérés par extraction liquide-liquide. Cette technique est basée sur la solubilité des 

composés recherchés dans du dichlorométhane (DCM) supérieure à celle dans l’eau. Les échantillons 

de condensat sont mélangés avec du DCM puis sont laissés en position verticale stationnaire dans une 

ampoule afin de décanter la solution. Le DCM contenant les composés d’intérêt est ensuite récupéré 

et analysé par chromatographie en phase gazeuse (Varian CP-3800) couplée à un spectromètre de 

masse (1200 quadrupole) afin de déterminer sa composition (Figure IV-8, A).  
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Figure IV-8 : a) Montage d’extraction liquide-liquide des composés présents dans le condensat, b) Chromatographie en 
phase gazeuse couplée à un spectromètre de masse, c) Schéma du système d'analyse GC-MS 

Les échantillons sont injectés (1 µL) dans la GC grâce à une micro-seringue de 10 µL. Les molécules sont 

séparées par une colonne chromatographique (VF-5MS) balayée par de l’hélium. Les molécules 

séparées arrivent ensuite à la MS. Les composés sont bombardés par un faisceau d’électrons qui va 
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provoquer leur ionisation. Les fragments ioniques sont ensuite séparés par un électroaimant et 

détectés par le détecteur du spectromètre de masse. Les données sont intégrées dans un 

chromatogramme montrant le temps de rétention de chaque molécule ainsi que son aire de pic. Ceci 

permet la quantification des composés. Les données obtenues de la MS sont représentées sous forme 

d’un spectre de masse. Ce graphe comporte les fragments de différentes masses moléculaires 

permettant l’identification de la molécule en fonction de la masse de ses fragments (Figure IV-8, B et 

C). 

Les résultats obtenus sur la composition du biogaz prélevé à différents niveaux de l’unité de 

purification ainsi que celle du condensat sont présentés par la suite. 

V. Résultats 

Afin de pouvoir valoriser le biogaz provenant d’un centre d’enfouissement, il est important de 

connaitre sa composition. C’est dans cette optique que nous avons déterminé la composition du biogaz 

provenant du centre d’enfouissement Opale Environnement.   

V.1 Analyse du biogaz 

Comme nous l’avons déjà mentionné, le biogaz est analysé par des appareils propres à chaque famille 

de composés par trois séries d’analyses (sacs Tedlar et campagne de prélèvement sur site). Puisque les 

résultats des trois analyses sont conformes, seuls les résultats de la campagne de prélèvement seront 

présentés. Ces résultats sont également plus exacts sachant que les sacs Tedlar possèdent une faible 

étanchéité pour certains composés [37]–[39].  

V.1.a Composés majoritaires 

Les composés majoritaires (CH4 et le CO2), sont quantifiés par micro-chromatographie en phase 

gazeuse couplée à un DCT. Les concentrations de CH4 et CO2 détectées au niveau de chaque point ne 

varient pas pendant les 2 heures d’injection. Les concentrations des gaz majoritaires restent stables 

en fonction du temps.  
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De plus, après avoir comparé les valeurs obtenues sur les 4 points de prélèvements, il est évident que 

la concentration de CH4 et de CO2 ne change pas au fur et à mesure de l’unité de purification (Figure 

V-1).  

 Ce résultat confirme que les composés majoritaires dans le biogaz ne sont pas éliminés au cours du 

procédé de purification. Les teneurs moyennes du biogaz en CH4 et CO2 sont respectivement de 33 et 

26,5%.  

En plus du CH4 et du CO2 quantifiés durant nos analyses, ce biogaz est fortement concentré en N2. Des 

mesures annuelles effectuées chez Opale Environnement par une société privée montrent la présence 

de 33% de N2 dans le biogaz.  

Nous avons comparé les proportions obtenues aux teneurs décrites dans la littérature. Il semble que 

le pourcentage de CH4 et de CO2 dans le biogaz est directement relié à celui du N2. Certains biogaz en 

contiennent plus que d’autres. Des études effectuées sur les biogaz provenant de centres 

d’enfouissements montrent que la concentration en N2 peut varier de 0 à 40%. Inversement aux 

variations de N2, le pourcentage en CO2 et en CH4 peut fluctuer entre 25 et 60% et entre 25 et 50% 

respectivement [40]–[45]. La présence de N2 peut être corrélée au flux d’air dans les tuyaux de collecte 

de gaz [46]. La production de ces molécules dépend également de la nature des substrats et de la flore 

bactérienne présente dans le digesteur.  

En effet, le diazote est produit par la dénitrification de composés organiques riches en azote, par 

exemple les protéines (équation I-1) [47]. 

2HNO3 + 5H2 = N2 + 6H2O        (I-1) 
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Figure V-1 : Concentration du biogaz en CH4 et CO2 
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Cette réaction est effectuée par les bactéries de l’embranchement des protéobactéries et des 

bacteroidetes [48], [49].  

Zhao et al. [24] ont montré dans leur étude sur la composition du biogaz CET que la réaction de 

dénitrification peut ne pas être complète. Dans ce cas, elle peut aboutir à la formation de composés 

azotés intermédiaires comme l’ammoniac, le monoxyde d’azote et le dioxyde d’azote.  

V.1.b Composés azotés 

La spectroscopie ultraviolet-infrarouge a permis de quantifier les composés azotés en fonction du 

temps. Des analyses sont faites toutes les 3 minutes. Le graphe suivant représente les résultats 

obtenus au niveau des quatre points de prélèvement (Figure V-2). 

Les résultats montrent que la quantité déjà faible de composés azotés reste constante au fur et à 

mesure du procédé de purification. Cela semble être le cas de tous les composés azotés. 

En général, plusieurs composés azotés peuvent être retrouvés dans le biogaz (NOx, NHx, etc.) mais le 

composé le plus abondant reste le NH3. Il représente entre 0 et 1% de sa composition totale [13], [50]. 

Une étude effectuée par Mackie et al. [33] montre que la voie principale de formation de NH3 est la 

désamination des acides aminés (équation I-2).  

   
R − CH − COOH +  2H2O = R − COOH +  NH3 + 4H +  CO2 
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Figure V-2 : Concentration du biogaz en NO2, NO et NH3 
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De même que pour le N2, ces composés azotés sont produits par les protéobactéries et les 

bacteroidetes par dénitrification de matière organique riche en azote (reste de poulet, poisson, etc.) 

[51].  

La production excessive de ces composés azotés provoque l’augmentation du pH du milieu. Ceci peut 

engendrer l’arrêt de la méthanisation en inhibant la prolifération des bactéries méthanogènes. En 

général, un pH entre 6,5 et 7,5 est considéré optimal pour la production de biogaz. L’augmentation du 

pH (> 8) est accompagnée par une diminution de la production de méthane [52]–[55]. 

V.1.c Composés soufrés 

Les composés soufrés sont séparés par chromatographie en phase gazeuse et identifiés par un 

détecteur FDP. Les chromatogrammes obtenus pour le biogaz brut non dilué ont montré la présence 

de plusieurs pics chromatographiques représentant chacun une molécule soufrée (Figure V-3).  

Ces molécules sont identifiées grâce à leurs temps de rétention, comparé à celui de standards connus 

et déjà étalonnés. Le pic qui apparait à 15 s n’est pas identifié car il ne correspond à aucun des 

Figure V-3 : Chromatogramme représentant la composition en éléments soufrés du biogaz brut (1); en sortie des cuves 
de H2S (2), à l'entrée des cuves COV (3) et le biogaz traité (4) 
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standards déjà passés sur l’appareil ni aux composés déjà présents dans la base de données 

Chromatotec. Le pic est donc attribué à un mélange de composés non identifiables sortant en début 

d’injection. Le reste des pics est attribué à des composés soufrés comme le dioxyde de soufre (SO2), 

l’éthanethiol (C2H5SH), le sulfure d’hydrogène (H2S), le sulfure de diméthyle (DMS) et le disulfure de 

carbone CS2 qui représentent respectivement les pics 2, 4, 5, 6 et 7. La majorité de ces pics sont 

retrouvés dans les biogaz provenant des points de prélèvements après traitement. Dans des 

concentrations plus faibles, le SO2, H2S, DMS et CS2 sont retrouvés dans le biogaz en sortie H2S (après 

traitement par charbon actif) et après séchage. Le biogaz traité contient toutes ces molécules sauf le 

DMS.  

En observant les chromatogrammes, nous remarquons que la quantité de composés soufrés diminue 

fortement entre le biogaz brut et les trois autres points de prélèvements. Après avoir identifié les 

composés, nous avons utilisé les courbes d’étalonnage propres aux molécules retrouvées dans le 

biogaz afin de faire une quantification et d’établir la composition de ce biogaz.  

Au niveau du biogaz brut, les pics de SO2 (2) et le pic de H2S (5) sont saturés à cause de la haute 

concentration de ces composés dans le biogaz. Des dilutions ont été faites afin de déterminer la 

concentration de ces composés. La dilution au 10ème a permis de connaitre la concentration de SO2, et 

la dilution au 100ème a permis de connaitre la concentration de H2S (Annexe I-1). Les mesures 

effectuées sans dilution ont permis de quantifier le DMS et le CS2, représentés respectivement par les 

pics à 390 s et 400 s. 

Ces composés ont également été quantifiés dans le biogaz sortant des points de prélèvement 2, 3 et 

4. Les concentrations des composés soufrés obtenues à chaque point de prélèvement sont présentées 

dans le Tableau V-1: 

Tableau V-1 : Tableau représentant la concentration en composés soufrés du biogaz aux quatre points de prélèvements 

Point de prélèvement 
SO2  

(Tr = 135 s) 

H2S  

(Tr = 280 s) 

DMS  

(Tr = 390 s) 

CS2  

(Tr = 400 s) 

(1) Biogaz brut (ppm) 346,6 2280 33 0,33 

(2) Sortie H2S (ppm) 1 0,5 0,33 0,12 

(3) Entrée COV (ppm) 1 0,5 0,32 0,12 

(4) Biogaz traité (ppm) 1 0,7 0 0,07 

Après l’étape d’élimination du H2S sur charbon actif, la concentration du biogaz en composés soufrés 

diminue fortement. Ces résultats montrent que l’élimination de la plus grosse partie des composés 

soufrés a lieu de manière efficace au niveau de cette étape de purification. C’est le cas de tous les 
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composés soufrés sauf le DMS, qui subit une deuxième étape d’élimination au niveau du deuxième 

tank de charbon actif (différence entre biogaz à l’entrée des COV et le biogaz traité). Ce composé est 

représenté par le pic 6 (Tr = 390 s) observé sur le chromatogramme du biogaz brut (1), sortie H2S (2) 

et entrée COV (3) (Figure V-3). Ce pic n’est pas détecté dans le biogaz traité après élimination des COV. 

Cette élimination peut être expliquée par la nature volatile du DMS qui est considéré comme un COV 

soufré [56].  

Durant le processus de méthanisation, les bactéries sulfato-réductrices sont responsables de la 

production de composés soufrés. En effet, ces bactéries mésophiles peuvent survivre dans un milieu 

anaérobie. En présence d’un substrat organique riche en composés soufrés (protéines, acides aminés), 

ces bactéries vont métaboliser ces macromolécules et produire de l’H2S (ou HS-) et du DMS. En 

présence d’une faible concentration en oxygène, le H2S peut être oxydé et former du SO2. Ces bactéries 

peuvent également produire du H2S à partir d’intermédiaires métaboliques inorganiques comme le 

SO4
2− (équation I-3) [33], [46], [57]–[59].  

4H2 + H2SO4 = H2S + 4H2O        (I-3) 

En général, le sulfure d’hydrogène est le composé soufré le plus abondant dans le biogaz. Le biogaz 

provenant d’un CET contient entre 1000 et 3000 ppm de H2S. Ces valeurs correspondent aux résultats 

obtenus durant nos analyses. 

V.1.d Composés carbonés C2-C6 et C6-C12 

Ces composés formés d’alcanes, de terpènes, d’aromatiques ou de composés organiques volatils sont 

identifiés et quantifiés par chromatographie en phase gazeuse couplée à un détecteur FID. Les 

résultats obtenus en chromatographie sont validés par des analyses par spectrométrie de masse.  

Les composés détectés sont identifiés en comparant leurs temps de rétention au temps de rétentions 

des standards connus et à celui de composés présents dans la base de données de Chromatotec. Cette 

base de données ainsi que les facteurs obtenus grâce aux courbes d’étalonnage des composés ont 

permis la quantification de certains C2-C6 et C6-C12. 

Les analyses sont effectuées sur site pendant au moins deux heures sur chaque point de prélèvement. 

Puisque les concentrations des molécules sont stables en fonction du temps, les chromatogrammes 

présentés dans la Figure V-4 représentent l’intégralité des analyses sur les composés carbonés lourds. 

Chaque pic observé représente un composé détecté dans le biogaz. En comparant les spectres relatifs 

aux points de prélèvement, nous remarquons une diminution au niveau du nombre de pics entre le 

biogaz brut et les biogaz après traitement. Cela se traduit en une baisse du nombre de composés 
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détectés dans le gaz analysé. Ces observations indiquent que les composés carbonés lourds sont en 

partie éliminés au niveau du charbon actif mis en place pour l’épuration du H2S. Ces observations sont 

validées par l’analyse quantitative du biogaz.  

 

Figure V-4 : Chromatogramme représentant la composition en éléments carbonés lourds du biogaz brut (1); en sortie 
des cuves de H2S (2), à l'entrée des cuves COV (3) et le biogaz traité (4) 

 

Le Tableau V-2 montre les concentrations en ppm des C6-C12. Le biogaz brut contient une forte 

concentration de ces composés, plus spécifiquement les terpènes (limonène, styrène et α-pinène > 

350 ppm) et les alcanes (hexane, heptane et nonane > 120 ppm). Par contre, il n’est pas riche en BTEX 

(toluène, benzène, éthylbenzène et xylène < 42 ppm). De plus, il est clair qu’après traitement au 

charbon actif (première étape de purification), les teneurs en composés carbonés lourds diminuent 

fortement.  
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Tableau V-2 : Composés C6-C12 identifiés et quantifiés dans le biogaz 

 
Concentration (ppm) 

Composé Traité COV   H2S Brut  

n-hexane 19 0 1 116 

Benzène 38 0 0 11 

Cyclohexane 26 0 1 855 

n-heptane 6 34 4 88 

me-cyclohexane 20 0 4 106 

Toluène 0 0 0 34 

2-me-heptane 0 0 2 342 

3-me-heptane 0 0 4 29 

n-octane 0 0 0 57 

Ethylbenzène 0 0 0 42 

m/p-xylène 0 0 0 22 

Styrène 0 0 0 362 

n-nonane 0 0 0 148 

α-pinène 0 0 0 690 

Limonène 0 0 2 357 

Ceci n’est pas le cas des composés carbonés légers. En effet, nous avons suivi la concentration des 

C2-C6 dans le biogaz tout au long de l’unité de valorisation. Les composés détectés sont présents en 

quantité très faible, de l’ordre du ppm. La concentration déjà faible de ces molécules ne varie pas avec 

le traitement des impuretés. Les valeurs moyennes des composés carbonés légers retrouvés dans le 

biogaz avec et sans traitement sont présentés dans le Tableau V-3. 

Tableau V-3 : Composés C2-C6 identifiés et quantifiés dans le biogaz 

Composé Concentration (ppm) 

Ethane 10 

Ethylène 15 

Propane 20 

Propène 10 

i-butane 25 

n-butane 50 

Trans-2-butane 2 

1-butène 2 

I-butène 3 

Cis-2-butène 2 

Cyclopentane 30 

i-pentane 23 

n-pentane 30 

2-me-pentane 2 
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Il est important de noter une légère augmentation du nombre et de la concentration des C6-C12 

détectés dans le biogaz traité. Ce gaz est récupéré en aval de la centrale de purification. Pour cette 

raison, une teneur très faible en impuretés était attendue. L’augmentation de la concentration des 

composés à ce niveau du système de purification est anormale. Afin d’expliquer ce phénomène, nous 

avons émis l’hypothèse que le charbon actif de la cuve des COV était en train de relarguer des 

composés dans le biogaz. Nous nous sommes donc informés sur la durée de vie du charbon actif au 

niveau de la cuve d’élimination des COV et siloxanes. En effet, il s’est avéré que la date à laquelle nous 

avions fait nos analyses tombait juste avant la date prévue pour le changement du contenu de la cuve. 

Nous avons alors vérifié les teneurs en COV obtenus durant les analyses dans les sacs Tedlar. Les 

concentrations retrouvées dans le biogaz purifié sont inférieures à celles obtenues durant les 

prélèvements sur site. 

Dans la littérature, les composés aromatiques, aliphatiques et terpènes sont fréquemment retrouvés 

dans le biogaz provenant des centres d’enfouissement. La concentration de ces composés dépend 

essentiellement de deux facteurs : la nature et l’âge des substrats [60], [61]. En effet, les aromatiques 

proviennent de la dégradation de produits à base de pétrole. Ces produits sont abondants dans les 

déchets industriels. Les composés aromatiques sont également produits au cours de la décomposition 

de la lignine. Ce polymère est retrouvé dans les plantes et certaines algues [62]. La présence de toluène 

(34 ppm) et de benzène (11 ppm) dans le biogaz provenant d’Opale Environnement peut donc être 

reliée aux déchets industriels (solvants organiques, encre, détergents, peinture, etc.) ou de déchets 

agricoles. De plus, les terpènes sont également produits lors de la décomposition de la matière 

végétale. Une abondance de déchets agricoles ou de déchets alimentaires favorise la production de 

composés terpéniques comme le limonène, le cymène et le styrène. Enfin, différents types d’alcanes 

et d’alcènes sont identifiés dans le biogaz. Ces composés sont considérés comme xénobiotiques 

produits par les microorganismes durant la dégradation de composés facilement dégradables 

(exemple : les huiles) [28].   

Deuxièmement, l’âge de la matière organique méthanisée joue un rôle important dans la composition 

du biogaz final. En effet, ces familles d’impuretés sont produites à différents niveaux de la 

méthanisation. Prenons pour exemple les composés aromatiques, ces molécules sont relâchées 

principalement par volatilisation. Ce processus a lieu en début de méthanisation (étape aérobie ou 

anaérobie non méthanogène). Une forte concentration de ces composés dans le biogaz indique qu’il 

n’est pas encore très avancé dans la méthanisation. De plus, les terpènes sont également des 

indicateurs de la maturation de la réaction de méthanisation. En effet, une grande concentration de 

limonène dans le biogaz indique que c’est un procédé relativement nouveau. Par contre, une 
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abondance de α-pinène signifie que les déchets utilisés sont anciens. Les tailles des molécules peuvent 

également être un indicateur. En effet, les petites molécules (C2-C6) sont produites au début du 

procédé de méthanisation alors que les grandes molécules (C6-C12) sont générées durant les phases de 

formation du méthane [13], [28], [40].  

Dans notre cas, la composition du biogaz en hydrocarbures est prédominée par les molécules de taille 

plus grande (224 ppm [C2-C6] < 2300 ppm [C6-C12]). Ceci indique que le processus de méthanisation est 

bien avancé. Ces observations sont validées par la prévalence du α-pinène par rapport au limonène. 

De plus, les composés aromatiques sont moins abondants que les terpènes. Toutes ces données nous 

indiquent que le biogaz analysé semble provenir d’une matière organique assez ancienne. 

V.1.e  Composés oxygénés, halogénés et siloxanes 

Les composés oxygénés, halogénés et les siloxanes n’ont pas été analysés durant nos campagnes de 

prélèvements. Par contre, ils ont été préalablement étudiés par une société privée. Ceci nous a permis 

premièrement de connaitre les concentrations des composés appartenant à ces familles et présents 

dans le biogaz. De plus, ces analyses nous permettent de suivre la purification de ces composés au 

cours de l’unité de valorisation. En effet, la composition des biogaz brut et biogaz traités sont analysés. 

Les résultats montrent que ces composés sont éliminés au cours de la purification. Par contre, ces 

données ne nous permettent pas de déterminer l’étape à laquelle l’élimination a lieu.  

Ces composés sont produits durant la réaction de méthanisation. Leurs concentrations respectives 

dans le biogaz dépendent de la nature des substrats de base. En effet, les composés halogénés les plus 

retrouvés dans le biogaz sont le chlorobenzène, trichloropropane et le tétrachloroéthylène. En 

revanche, les composés oxygénés retrouvés abondamment dans le biogaz sont l’éthanol et l’acide 

acétique. Ces composés sont considérés comme intermédiaires métaboliques dans la réaction de 

méthanisation [13], [26], [27], [40], [63]. Les siloxanes sont également des composés retrouvés 

couramment dans le biogaz provenant des centres d’enfouissement. Ils sont formés à partir de 

produits d’hygiènes (shampoing, crèmes, dentifrices, etc.) et de produits alimentaires [46], [64].  

En résumé, nous avons étudié la composition du biogaz provenant du centre d’enfouissement 

partenaire au projet. Les composés majoritaires (CH4, CO2, N2, O2 et H2O) et les composés minoritaires 

(soufrés, azotés, terpènes, aromatiques et aliphatiques) sont identifiés et quantifiés par spectrométrie 

de masse, infra-rouge et ultra-violet et par chromatographie en phase gazeuse. Les données sont 

obtenues à partir des analyses effectuées sur différents points de prélèvements au sein de l’unité de 

valorisation.  
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V.2 Analyse du condensat 

En plus de l’analyse du biogaz aux différents points de prélèvement mentionnés ci-dessus, une analyse 

du condensat du biogaz est effectuée. Cette solution représente les gouttelettes de liquide récupérées 

au niveau du déshumidificateur (échantillon 1) et au niveau de l’étape de séchage du biogaz 

(échantillon 2). Afin de suivre la purification du biogaz, le pH (Tableau V-4) et la composition de ces 

deux solutions sont déterminés (Tableau V-5). 

Tableau V-4 : pH des échantillons de condensats 

 Echantillon 1 Echantillon 2 

Point de prélèvement Avant H2S Après séchage 

pH 5 7 

D’après les résultats obtenus, nous remarquons que le pH varie fortement en fonction du point de 

prélèvement.  Le pH acide de la solution 1 pourrait être causé par la présence de certains composés 

éliminés durant l’étape de séchage ou de désulfurisation. Les résultats du pH nous ont permis de 

prévoir des différences majeures au niveau de la composition de ces deux solutions. La composition 

de ces solutions est par la suite déterminée par chromatographie en phase gazeuse couplée à un 

spectromètre de masse. Les résultats de cette analyse montrent que l’échantillon 1, récupéré avant 

l’élimination du H2S, contient beaucoup de composés alors que l’échantillon récupéré après cette 

étape n’en contient aucun. Le Tableau V-5 représente une liste des composés retrouvés dans le 

condensat de l’échantillon 1. 

Tableau V-5 : Liste des composés détectés dans le condensat de biogaz avant séchage 

Nom du composé 

1-1-chloro 2-propanol 2,4,6-triméthylpyridine 1,2,4-trithiolène-3,3,5,5-tétraméthyl 

1-pentanol Triméthylpyrazine P-meth-1-ène-5-ol 

3,5-diméthyl-1,2-dithiolane-1,1-dioxide 2-éthyl,1-hexanol (3,1,1) triméthyl Bicyclo heptan-2-one 

Ethylester acide butanoique 2-pyrrolidinone Thymol 

Cyclohexane Acétophénone Butanoate d’éthyle 

1-hexanol 3,7-diméthyl-1,7-octanediol 3-méthyl-1-h-indol 

2-hexène-1-ol 4-méthylphénol 
Ethyl-1,2-acétamido-1-2-dideoxy-1-thio-b-

diglycopyranoside 

1-butoxy-2-propanol Benzène méthanol 2,1,3-benzothiazol-1,3-dihydro-2,2-dioxyde 

2-éthyl-5-méthylthiazol Camphor 1-mercapto-2-butanol 

1-nonène Menthol Benzothiazol-thione 

Aniline Terpinéol Sulfure octatonique cyclique 
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Une grande variété de composés est détectée dans le condensat récupéré avant l’élimination du H2S. 

Nous retrouvons des alcools (pentanol, 4-méthylphénol), des composés soufrés (3,5-diméthyl-1,2-

dithiolane-1,1-dioxide, sulfure octatonique cyclique), des composés azotés (2-éthyl-5-méthylthiazol, 

2,4,6-triméthylpyridine, aniline) des acides (benzène acide acétique, butanoate d’éthyle), etc. Ces 

composés ne sont plus retrouvés dans le condensat après séchage. Ces résultats rappellent la nature 

complexe de la réaction de méthanisation, surtout dans un centre d’enfouissement. Ce procédé 

biologique permet la formation de beaucoup de composés, simples ou complexes, retrouvés dans le 

biogaz. Ces observations renforcent la nécessité d’une étape de purification avant la valorisation 

énergétique du biogaz. Ces résultats confirment également que l’étape de purification du H2S est 

efficace non seulement pour éliminer le sulfure d’hydrogène, mais également pour éliminer plusieurs 

composés soufrés, azotés, alcools, etc. 

V.3 Composition du biogaz : comparaison avec un centre de 

biométhanisation 

Nous avons comparé la composition du biogaz produit à Opale Environnement à celle d’un biogaz 

provenant d’un centre de biométhanisation inspecté au cours d’une étude antérieure.  

Le centre de biométhanisation utilise le procédé VALORGA pour la méthanisation des déchets 

organiques. Ce procédé fixe plusieurs facteurs comme la température, la durée de séjour, le degré 

d’oxygène, l’agitation et l’épuration du biogaz. Ce protocole est donc optimisé afin d’assurer un 

rendement optimal de la dégradation des déchets fermentescibles. Ces ordures sont antérieurement 

triées afin de n’obtenir que de la matière organique. 

Nous avons étudié la composition du biogaz provenant du centre d’enfouissement partenaire au 

projet. Ce biogaz est formé par la méthanisation de déchets organiques de provenance résidentielle 

et industrielle. Ils sont déposés dans des casiers souterrains sans agitation. Dans ces casiers, la 

méthanisation a lieu et le biogaz formé est recueilli par des tuyaux de récupération. Enfin, ce biogaz 

est purifié dans une unité de valorisation permettant d’éliminer l’eau, le H2S, les COV et les siloxanes.  
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La Figure V-5 décrit une représentation schématique de la composition des deux biogaz mentionnés 

avant toute étape de purification.  

Nous remarquons premièrement que le méthane et le dioxyde de carbone sont les gaz principaux des 

deux biogaz. De plus, il est important de noter que le biogaz du CET est riche en N2 (33%). La présence 

d’une grande quantité d’azote diminue les proportions respectives de CH4 et de CO2. C’est pourquoi le 

biogaz du centre de biométhanisation est plus riche en CH4 et CO2 que le biogaz du CET. Ces différences 

sont également décrites dans la littérature. En effet, certains biogaz de CET contiennent très peu 

(0 à 5%) de N2 alors que d’autres peuvent en contenir jusqu’à 30%. Certaines études expliquent cette 

différence par la présence de bactéries capables d’effectuer la réaction de dénitrification (production 

de N2 à partir d’acides aminés). D’autres études assimilent cette différence au passage de l’air (riche 

en N2) dans les conduits de récupération du biogaz. En revanche, dans le centre de biométhanisation, 

le procédé est mieux contrôlé et le digesteur est plus isolé. Dans un centre de biométhanisation, le 

biogaz est produit dans des digesteurs fermés, à l’abri de l’oxygène. Ceci explique également la faible 

Figure V-5 : Schéma comparatif de la composition de biogaz provenant d'un centre d'enfouissement et d'un centre de 
biométhanisation (CBM) en France 
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quantité d’oxygène observée dans ce type d’établissement. Par contre, dans un centre 

d’enfouissement, l’air présent dans les tuyaux de collecte augmente la teneur du biogaz en O2 et N2 

[44], [46]. Cette observation s’applique également à la concentration en oxygène des deux biogaz. En 

effet, le biogaz du CET et du CBM contiennent respectivement 4,5 et < 1% d’O2. Ces valeurs sont en 

accord avec la présence d’une certaine quantité d’air dans le biogaz provenant du centre 

d’enfouissement. La quantité de H2O diffère également entre les deux biogaz (CET : 1,5%, CBM : 5%). 

L’eau est produite par la méthanogenèse à partir du H2 et du CO2 (équation I-4).  

4H2 + CO2 = CH4 + 2H2O         (I-4) 

Il est probable que cette réaction soit encouragée si l’activité des microorganismes qui l’établissent est 

favorisée à plus haute température. Dans le CBM, le processus de méthanisation est contrôlé à 55°C 

alors que la température des casiers du CET est approximativement égale à 40 °C. Ce paramètre peut 

jouer en la faveur de la production d’eau. Durant nos analyses, nous avons consacré une grande 

importance à la nature et la concentration des impuretés retrouvées dans les biogaz. Il est donc très 

intéressant de noter la différence de la teneur en impuretés. En effet, le biogaz du CET contient 10 fois 

plus d’impuretés analysées que le biogaz du CBM (respectivement 1 et 0,1%). L’abondance en 

impureté du biogaz CET est principalement liée à deux raisons : le tri imparfait des déchets avant dépôt 

dans les casiers et le contrôle non strict des paramètres du procédé de méthanisation. Ces deux 

facteurs vont fortement influencer la composition finale du biogaz avant purification. C’est pourquoi 

une unité de purification plus complexe est mise en place dans le centre d’enfouissement. Après 

nettoyage, le biogaz récupéré des deux centres est riche en méthane et CO2 (composés majoritaires) 

et contient très peu d’impuretés (quasi-propre). Il peut alors être directement valorisable par 

différents procédés énergétiques, notamment par la réaction de reformage à sec que nous étudions 

dans ce projet. 

Le fait d’avoir une plus grande variété de déchets dans les casiers des centres d’enfouissements 

(engendré par moins de tri) fait que nous trouvons plus d’impuretés dans le biogaz provenant du CET 

par rapport à celui provenant du centre d’enfouissement. 
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VI. Conclusion et perspectives 

Dans le cadre de la valorisation énergétique du biogaz, nous avons analysé la composition du biogaz 

provenant d’un centre d’enfouissement des déchets. En plus des casiers de stockage où a lieu la 

méthanisation, ce CET contient également une unité de valorisation du biogaz. L’analyse du gaz aux 

différents niveaux de cette centrale a permis d’évaluer l’efficacité des différentes méthodes 

d’épuration. Les résultats obtenus peuvent être résumés dans le Tableau VI-1 ci-dessous : 

Tableau VI-1 : Tableau récapitulatif de la composition du biogaz provenant du centre d'enfouissement des déchets à 
différents niveaux de purification 

 Biogaz brut Sortie H2S Entrée COV Biogaz traité 

CH4 (%) 33 

CO2 (%) 26,5 

*N2 (%) 33 

*H2O (%) 1,5  0 

*O2 (%) 4,5 

Total terpènes (ppm) 1409 2 0 0 

Total BTEX (ppm) 109 0 0 38 

Total alcanes (ppm) 780 11 34 25 

Total carbonés légers 

(ppm) 
224 

Total azotés (ppm) 101 82 83 86 

H2S (ppm) 2280 0,5 0,5 0,7 

SO2 (ppm) 346,6 1 1 1 

*Analysé par Opale Environnement 

Conformément à la littérature, le biogaz analysé est formé majoritairement de méthane et de dioxyde 

de carbone. Il contient également des impuretés produites pendant la réaction de méthanisation. Ces 

composés appartiennent à plusieurs familles différentes. En général, la composition du biogaz en 

composés majoritaires et en impuretés dépend surtout des conditions du procédé de méthanisation 

ainsi que de la nature et l’âge des déchets.  

Au cours de notre étude, nous avons déterminé et validé l’étape principale d’élimination de la plupart 

des familles d’impuretés étudiées. Nous avons également comparé et justifié les différences trouvées 

entre la composition du biogaz provenant du CET et du biogaz provenant du CBM. Ces résultats vont 

nous permettre par la suite d’appliquer les données obtenues sur le biogaz dans le but de le valoriser 

en reformage à sec (en présence éventuelle des impuretés). Ces renseignements vont également nous 

orienter durant l’étude sur la désulfurisation du biogaz par le biais d’un biofiltre fongique.   
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VII. Annexe 

Annexe I-1 : Chromatogrammes représentant la composition en éléments 

soufré du biogaz brut dilué 10 et 100 fois. 

 

Figure VII-1 : Chromatogramme représentant la 
composition en éléments soufrés du biogaz brut dilué 10 

fois  

 

Figure VII-2 : Chromatogramme représentant la 
composition en éléments soufrés du biogaz brut dilué 

100 fois  
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I. Introduction 

Ce chapitre vise à expliquer la réaction de reformage à sec du biogaz pour la formation d’un gaz de 

synthèse valorisable dans des procédés industriels. Nous allons commencer par introduire le contexte 

général de l’étude à travers un rappel bibliographique. Ensuite, les résultats des expériences sur la 

réaction de reformage à sec du méthane en présence des catalyseurs sélectionnés sont présentés et 

discutés. Enfin, une étude sur le reformage à sec du méthane en présence des différentes impuretés 

retrouvées dans le biogaz provenant du centre d’enfouissement est exposée.  

I.1 Reformage à sec du méthane 

Dans le cadre de la lutte contre le réchauffement climatique et l’épuisement des ressources en énergie 

fossile, la réaction de reformage à sec du méthane (en anglais dry reforming of methane ou DRM) 

semble très intéressante. En effet, elle met en jeux le méthane et le dioxyde de carbone, les deux 

principaux gaz à effet de serre. Cette réaction permet donc de réduire les émissions de CH4 et CO2 en 

les transformant en H2 et CO (équation II-1).  

CH4 + CO2 = 2H2 + 2CO   ΔH(298 K) = 247 kJ/mol    (II-1) 

Le gaz produit, formé de H2 et CO est appelé gaz de synthèse ou syngaz. Le syngaz peut également être 

obtenu à partir d’autres réactions comme le vaporeformage (en anglais steam reforming of methane 

ou SRM) (équation II-2) ou l’oxydation partielle (équation II-3) du méthane. 

CH4 + H2O = CO + 3H2   ΔH(298 K) = 206 kJ/mol    (II-2) 

CH4 + 1/2O2 = CO + 2H2   ΔH(298 K) = -36 kJ/mol    (II-3) 

De plus, la formation de syngaz peut être effectuée par une combinaison de plusieurs de ces réactions. 

Le CO2 et le H2O réagissent avec le méthane à travers la réaction de reformage combiné. En plus, le 

reformage autotherme regroupe l’oxydation partielle et le vaporeformage du méthane. Enfin, le tri-

reformage rassemble toutes les réactions déjà citées en mettant en jeu le H2O, CO2 et l’O2.  

Toutes ces réactions permettent l’obtention d’un gaz de synthèse ayant un ratio H2/CO différent et 

pouvant être utilisé par la suite comme carburant de synthèse. 

I.2 Valorisation du gaz de synthèse  

La réaction de reformage à sec du biogaz permet la production d’un gaz de synthèse formé de H2 et 

CO avec un rapport de 1. Un rapport H2/CO entre 1 et 3 est recherché pour la formation de méthanol, 

une molécule fortement recherchée dans l’industrie chimique. A partir de ce composé, il est possible 
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de synthétiser différents types de produits comme le formaldéhyde, le diméthyléther, l’acide acétique, 

le diméthylformaldéhyde, etc. [1], [2]. Ces composés peuvent être utilisés dans l’industrie textile et 

pharmaceutique. De plus, ce rapport peut être utilisé pour les procédés Fischer-Tropsch. Le gaz de 

synthèse est alors converti par une série de réactions en hydrocarbures liquides. Ces composés sont 

formés par des chaînes carbonées de différentes longueurs. Ce système peut être résumé par la 

réaction suivante : 

CO + 2H2 = CH2 − + H2O        (II-4) 

Cette série de réactions a lieu en présence de catalyseurs à des températures entre 200 et 350 °C. En 

général, les catalyseurs utilisés sont à base de Co ou de Fe [3]. Le carburant synthétisé par ce procédé 

est facile à stocker et à transporter [4], [5]. En fonction de la teneur du gaz de synthèse en H2 et du 

rapport H2/CO, plusieurs composés de différentes tailles (nombre de carbone) peuvent être produits. 

En général, les hydrocarbures à chaine carbonée longue (C10+) sont obtenus grâce à un rapport H2/CO 

= 1,5. Un gaz de synthèse ayant 3 fois plus d’hydrogène que de CO est plus sélectif pour la production 

de composés courts (C1-C4). La valorisation de ces composés est moins intéressante que celle des 

composés à chaîne longue [6]. Certaines études montrent qu’un rapport proche de 2 serait idéal car il 

permet la production de paraffines (alcanes) et d’oléfines (alcènes) [7]. Après un traitement secondaire 

d’hydrogénation et d’hydrocraquage, les composés obtenus pourront être utilisés comme carburant 

[8], [9]. 

Dans le cadre du projet Abioval, la réaction de reformage à sec du méthane reste la voie la plus 

intéressante puisqu’elle permet l’utilisation des deux composés principaux du biogaz : le CH4 et le CO2. 

I.3 Inconvénients de la réaction de reformage 

La réaction de reformage à sec n’est actuellement pas encore industrialisée. L’expérience sur la 

commercialisation de cette réaction est jusqu’à maintenant très limitée [10]. En effet, la réaction de 

reformage à sec est fortement endothermique et n’est possible qu’à des températures supérieures à 

650 °C. D’un point de vue industriel, une température aussi élevée se traduit en un apport énergétique 

considérable et avec un coût financier important. Ce premier inconvénient empêche la réaction de 

reformage à sec d’être rentable à échelle industrielle. Par ailleurs, plusieurs réactions parasites 

peuvent avoir lieu dans la marge de température favorable à la DRM. Ces réactions peuvent provoquer 

la production de composés secondaires indésirables. Elles peuvent également causer la consommation 

des produits de la réaction de reformage à sec et par la suite modifier le rapport H2/CO [11], [12].  
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Parmi ces réactions secondaires, nous pouvons citer : 

 le craquage du méthane  

CH4 = C + 2H2    ΔH(298K) = 75 kJ/mol    (II-5) 

 la réaction de Boudouard  

2CO = C + CO2    ΔH(298K) = -171 kJ/mol    (II-6) 

 la réaction inverse de gazéification du carbone  

CO + H2 = C + H2O    ΔH(298K) = -131 kJ/mol    (II-7) 

 la réaction inverse du gaz à l’eau (en anglais RWGS) 

CO2 + H2 = CO + H2O   ΔH(298K) = 41 kJ/mol    (II-8) 

Il est donc nécessaire d’utiliser un catalyseur sélectif envers la réaction de reformage à sec, permettant 

d’augmenter la cinétique de la réaction à des températures entre 650 et 800°C [13]. Ce catalyseur doit 

également maintenir une certaine stabilité pendant la durée de son utilisation. En effet, la durée de 

vie d’un catalyseur étant limitée, il est important de sélectionner un catalyseur ayant une vitesse de 

désactivation relativement faible.  

I.4 Principes de désactivation du catalyseur 

Trois cas de désactivation peuvent se présenter : la désactivation par empoisonnement, par frittage et 

par dépôt de carbone [14], [15]. 

I.4.a Empoisonnement  

Par définition, c’est la forte chimisorption d’une impureté sur la surface catalytique. Ces molécules 

risquent de se lier aux sites actifs propres aux réactifs d’intérêt, ou de se lier à un site adjoint et 

d’empêcher par la suite l’interaction entre les réactifs et le site d’intérêt. Cela va entrainer la réduction 

de l’activité du catalyseur. Dans certains cas, la présence d’une impureté peut entrainer la 

désactivation rapide et totale du système catalytique. Ce phénomène est associé à la présence de 

molécules soufrées, azotées ou halogénées. Dans le cas du H2S, une désactivation complète peut 

même avoir lieu à très basse concentration de ce gaz dans le mélange réactionnel. Mancino et al. [16] 

ont étudié l’effet de la présence de 30 ppm de H2S sur l’activité d’un catalyseur Rh/Al2O3. L’effet du 

H2S se manifeste sur l’activité de ce catalyseur même à des concentrations proches de 1 ppm [16].  
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Le soufre présent dans la molécule de H2S s’adsorbe rapidement sur les sites métalliques à travers la 

réaction suivante : 

Me + H2S = Me-S + H2         (II-9)  

Le soufre forme alors une couche sur la surface du catalyseur. Ce composé provoque ainsi la 

désactivation du système catalytique [17]. Il peut être régénéré par traitement thermique à 300°C en 

présence d’eau en éliminant le H2S sous la forme de SO2 ou SO3 [18] : 

Me-S + H2O = Me-O + H2S       (II-10) 

H2S + 2H2O = SO2 + 3H2        (II-10’) 

Pour éviter ce type de désactivation, le biogaz doit donc subir une purification avant d’être valorisé.  

I.4.b Frittage  

Le frittage d’un catalyseur est une dégradation qui peut induire une perte en surface active, 

notamment en entrainant l’augmentation de la phase cristalline ou la diminution de la taille des pores 

causée par une haute température. Cela va entrainer une baisse de l’activité catalytique de façon 

irréversible [19]. En général, ce phénomène est causé par la migration des cristallites ou d’atomes 

métalliques qui vont s’agglomérer avec d’autres cristallites généralement de taille supérieure. Elles 

vont se regrouper et former des particules de tailles plus grandes et donc aboutir à une plus faible 

surface active. Les principaux paramètres qui influencent le frittage sont la température, la nature du 

métal, du support et des promoteurs, la dispersion des métaux et la porosité du matériau [15]. 

I.4.c Dépôt de carbone 

Plusieurs réactions secondaires peuvent avoir lieu en même temps que la réaction de reformage à sec. 

Ces réactions peuvent provoquer la formation d’un dépôt de carbone pouvant recouvrir la surface du 

catalyseur. En effet, la réaction de craquage du méthane (équation II-5), la réaction de Boudouard 

(équation II-6) et la réaction inverse de gazéification du carbone (équation II-7) sont 

thermodynamiquement possibles à des températures situées entre 500 et 900 °C  (Figure I-1) [20]–[22].  
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Figure I-1 : Constantes d’équilibre des réactions principale et secondaires en fonction de la température [20] 

Ces réactions engendrent la formation de carbone solide pouvant se déposer sur le catalyseur. Le 

dépôt de carbone peut donc provoquer un blocage physique des sites actifs. Ceci va fortement affecter 

la stabilité et l’activité du catalyseur. 

Différents types de dépôt peuvent se former. Certains sont connus pour pouvoir provoquer la 

désactivation du catalyseur alors que d’autres peuvent se comporter en tant que composés 

intermédiaires de la réaction de reformage à sec. A basse température, le carbone alpha est formé. Ce 

type de carbone est instable et peut facilement être ré-oxydé. Il peut réagir avec l’eau, l’oxygène ou le 

CO2 pour produire du CO. Si ce type de carbone s’accumule sur la surface, un carbone plus stable peut 

être formé. Le carbone alpha peut alors se transformer en carbone β (filamenteux amorphe) ou 

carbone C (graphitique cristallin). Ces formes de carbone peuvent désactiver le catalyseur en 

encapsulant ou en éloignant les sites catalytiques [23], [24]. Ces types de carbone n’interviennent pas 

dans la réaction de reformage à sec et ne peuvent être éliminés qu’à haute température et en présence 

d’un oxydant fort [15], [25].  

Il est important de souligner que la désactivation du catalyseur peut avoir lieu en fonction du type de 

carbone formé, ainsi que sa quantité. En effet, certains chercheurs [26], [27] ont remarqué que malgré 

la grande quantité de carbone formée à basse température (14 fois la masse de catalyseur), les 

catalyseurs n’ont pas été désactivés alors qu’à haute température, une quantité beaucoup plus petite 

de carbone a suffi pour les désactiver. Dans ce cas, la désactivation du catalyseur est causée par le type 

et non pas par la quantité de carbone. Dans d’autres cas, la quantité excessive de carbone formé 
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provoque le bouchage du réacteur [28]–[30]. En plus de la température, la nature du catalyseur 

influence également la formation du dépôt de carbone. 

La régénération du catalyseur désactivé par la formation d’un dépôt de carbone est un processus 

coûteux. Ceci joue en défaveur de l’utilisation de cette réaction pour des fins industrielles d’où l’intérêt 

de développer un catalyseur actif et sélectif à la réaction de reformage à sec, stable et résistant au 

frittage et au dépôt de carbone.  

Afin d’éviter la désactivation du catalyseur par ces différents processus, plusieurs solutions sont 

proposées. La désactivation par empoisonnement en présence de H2S est irréversible. Il faut donc 

éliminer le H2S en amont de son contact avec le catalyseur. Dans notre étude, la désulfurisation du 

biogaz est développée dans la troisième partie. Il est possible par contre de faire face au frittage et à 

la formation du dépôt de carbone en utilisant des catalyseurs résistants à ce type de désactivation. En 

effet, certains paramètres sont connus dans la littérature comme favorisant la résistance du catalyseur 

à la désactivation par frittage ou dépôt de carbone. Une synthèse de plusieurs articles sur différents 

matériaux utilisés en reformage à sec a montré que certaines propriétés influencent fortement la 

performance des catalyseurs [31]–[35]: 

 la basicité des matériaux augmente l’affinité au CO2 et par suite va faciliter son adsorption et 

son activation par dissociation [36]–[39] 

 la dispersion des phases actives sur la surface catalytique pourrait augmenter l’activité du 

catalyseur et améliorer sa résistance contre le frittage et l’agglomération des particules. Ceci 

confère au solide une plus grande surface spécifique et induit une plus grande surface de 

contact entre le catalyseur et le mélange gazeux. La dispersion des phases actives influence 

donc l’activité du catalyseur et également sa résistance au frittage et à la formation de carbone 

[35], [39]–[46] 

 la capacité de stockage de l’oxygène influence la vitesse d’oxydation du carbone déposé sur 

la surface du catalyseur. Plus il y a d’espèces actives d’oxygène, plus elles vont réagir avec le 

carbone en surface. Cela va augmenter la résistance du catalyseur à la désactivation par dépôt 

de carbone [47], [48] 

 la réductibilité des sites actifs est un facteur important qui influence sur l’activité et l’efficacité 

des catalyseurs pour ce type de réaction [48], [49] 

 la stabilité thermique est un paramètre important car en général, l’activation des catalyseurs 

se fait à travers un traitement thermique. Les produits obtenus suite à ce traitement sont  les 

composés actifs dans la réaction de DRM [50], [51]. 
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Tous ces paramètres entrent dans deux catégories : les propriétés Red/Ox et l’interaction entre le 

métal et le support. Nous pouvons améliorer ces paramètres en jouant sur la nature et les propriétés 

physico-chimiques du catalyseur. 

I.5 Etude des catalyseurs 

Plusieurs facteurs peuvent influencer l’efficacité des catalyseurs utilisés en reformage à sec du 

méthane. En effet, beaucoup d’études sont faites en modifiant différents paramètres afin de montrer 

leurs effets respectifs sur l’activité, la sélectivité et la stabilité des catalyseurs. Nous allons par la suite 

discuter de l’influence de la composition chimique sur le comportement catalytique.  

Différents matériaux sont cités dans la littérature comme étant actifs dans la réaction de reformage à 

sec du méthane. Historiquement, les métaux du groupe VIII (Rh, Pt, Pd, Ru, Ni, Co, Fe) sont utilisés. 

Plus précisément, les premiers matériaux étudiés pour cette réaction sont les métaux nobles. Ils sont 

connus pour être très actifs dans la réaction de reformage à sec. De plus, leur résistance au dépôt de 

carbone les rend particulièrement intéressants [52], [53]. En revanche, le coût élevé de ces métaux a 

rendu leur utilisation moins fréquente. Ils ont été remplacés par des métaux de transition comme le 

fer, le cobalt et le nickel. Ces métaux présentent l’avantage d’être plus disponibles et moins chers que 

les métaux nobles, tout en gardant une activité relativement bonne envers la réaction de reformage à 

sec. Les métaux de transition les plus utilisés en reformage à sec du méthane sont le nickel (Ni), le 

cobalt (Co), le cuivre (Cu) et le fer (Fe). En général, ils présentent une bonne activité dans la réaction 

de DRM mais présentent un risque plus élevé vis-à-vis de la désactivation par dépôt de carbone. 

Dans la littérature, le nickel est le métal de transition le plus étudié pour la réaction de reformage à 

sec. Cet élément s’est montré particulièrement intéressant grâce à son activité comparable à celle des 

métaux nobles [54]. En revanche, le handicap majeur de ce matériau est sa susceptibilité a la 

désactivation par dépôt de carbone ou par frittage (I.4.b en page 70) [21]. Afin d’augmenter sa stabilité, 

certaines études proposent la combinaison du nickel avec un métal noble ou de transition.  Plusieurs 

assemblages avec diverses phases métalliques ont déjà été étudiés. 

En étudiant la performance d’un catalyseur Ni-Ru, Luisetto et al. [55] ont remarqué une amélioration 

au niveau de l’activité et de la stabilité de ce catalyseur par rapport à son homologue monométallique. 

Ils ont trouvé que le ruthénium conservait le nickel à l’état réduit ce qui empêchait la désactivation du 

catalyseur par dépôt de carbone [55]. Ocsachoque et al. [56] ont analysé l’influence de l’ajout du 

rhodium sur un catalyseur à base de nickel sur un support MgO-Al2O3. Ils ont montré que l’ajout de 

0,5% de Rh améliore l’activité et la stabilité du catalyseur [54]. De plus, le rajout de magnésium dans 

le catalyseur augmente l’affinité de ce dernier au CO2. Ceci va rendre le catalyseur plus résistant au 
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dépôt de carbone en oxydant le carbone formé [57]. Des études ont également été effectuées sur 

l’association Ni-Fe et Ni-Cu. Ces associations augmentent la résistance des catalyseurs à la 

désactivation par dépôt de carbone [47], [58], [59].  

Le cobalt a également suscité l’intérêt des chercheurs pour la réaction de reformage à sec. Cet 

élément, actif dans la DRM, est fréquemment combiné au nickel pour former un catalyseur 

bimétallique ayant de meilleures activité et stabilité. L’activité de catalyseurs Ni-Co synthétisés par   

co-précipitation est comparée à celle de catalyseurs Ni-Cr et Ni-Mn. Aux températures supérieures à 

700 °C, les Ni-Co ont montré une conversion du méthane supérieure à 80%. Cette activité est en partie 

attribuée à la formation d’espèces facilement réductibles [60]. De plus, Zhang et al. [20] ont synthétisé 

une série de catalyseurs Ni-M-Mg-Al par co-précipitation, où M est le Co, Fe, Cu ou Mn. La présence 

de cobalt a amélioré la performance du catalyseur en augmentant son activité et sa stabilité vis-à-vis 

de la réaction de reformage à sec. L’efficacité de ce catalyseur a été attribuée à l’effet synergétique 

entre le nickel et le cobalt ainsi qu’à l’amélioration de l’interaction entre le métal et le support [20]. En 

effet, les catalyseurs à base de cobalt montrent une forte résistance au dépôt de carbone. Une étude 

faite en 2017 a montré une meilleure résistance au dépôt de carbone due à un effet de synergie entre 

le Ni et le Co [61]. La présence de ces deux éléments permet donc de combiner la forte résistance du 

cobalt au dépôt de carbone à l’activité élevée du nickel. Pour notre étude, nous allons utiliser ces deux 

composés comme phase active. Pour la synthèse de ces matériaux, nous effectuons une 

co-précipitaion à partir de précurseurs hydrotalcite (Annexe II-1 et II-4). Nous intégrons également 

dans la structure de l’hydrotalcite des précurseurs d’aluminium et de magnésium. La basicité du 

magnésium et la stabilité thermique de l’aluminium pourront améliorer la résistance du catalyseur à 

la désactivation par frittage ou par dépôt de carbone.  

Dans l’équipe traitement catalytique et énergie propre (TCEP) au sein du laboratoire de l’UCEIV, 

plusieurs études sont effectuées sur les matériaux à base de cobalt et/ou de nickel. Ces solides sont 

utilisés dans différentes réactions comme le vaporeformage [62], [63] et le reformage à sec du 

méthane [64]–[66], le reformage à sec [67] et le vaporeformage du toluène [68] et l’oxydation des COV 

[69], [70]. Dans ce travail, nous avons synthétisé par co-précipitation des catalyseurs à base de 

CoxNiyMg(6-x-y)Al2 (Annexe II-4). Nous avons évalué la performance de ces solides dans la réaction de 

reformage à sec du méthane. Le biogaz formé majoritairement de CH4 et de CO2 contient plusieurs 

composés minoritaires considérés comme impuretés envers la DRM. Dans ce travail, nous nous 

intéressons à l’impact de ces impuretés sur les performances catalytiques en reformage à sec. 
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II. Approche méthodologique 

Le but de cette partie est d’étudier la valorisation du biogaz provenant d’un centre d’enfouissement 

de déchets par la réaction de reformage pour produire du gaz de synthèse. Des catalyseurs    

CoxNiyMg(6-x-y)Al2 sont synthétisés à partir de précurseurs hydrotalcites (Annexe II-4) et leurs propriétés 

physico-chimiques sont caractérisées par des techniques d’analyses (Annexe II-6). 

L’efficacité de ces catalyseurs en reformage à sec est évaluée par des tests catalytiques en montée de 

température (étude de l’activité) ainsi qu’en isotherme (étude de la stabilité). Ces tests sont effectués 

avec un mélange initial formé uniquement par les réactifs de la réaction de reformage à sec (CO2 et 

CH4). Ensuite, certaines impuretés sont ajoutées au mélange réactionnel dans le but de déterminer 

l’effet de ces composés sur l’efficacité des catalyseurs. Leur efficacité est également évaluée en 

présence de biogaz réel prélevé sur site d’Opale Environnement. 

Par la suite, nous présenterons les résultats de l’étude sur l’efficacité des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 

en reformage à sec en absence d’impuretés. Cette étude a permis de sélectionner une température 

pour la suite des expériences.  

Ensuite, une étude sur le rendement de conversion et de stabilité des catalyseurs en présence 

d’impuretés et de biogaz réel est effectuée. Cette étude permet de déduire l’effet de chaque impureté, 

de certains mélanges et du biogaz complet sur l’efficacité des catalyseurs sélectionnés. 
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III. Reformage à sec du méthane : étude sur mélange simple 

III.1 Résumé des expériences effectuées en amont de ce travail  

Dans le cadre de la thèse de Carole Tanios soutenue en 2017, des catalyseurs sont synthétisés par co-

précipitation à partir de précurseurs hydrotalcites. Le protocole utilisé est détaillé dans l’Annexe II-4. 

En allant de la formule générale de l’hydrotalcite, Mg6Al2CO3(OH)16.4(H2O), le magnésium est substitué 

par du nickel et du cobalt pour former des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 tout en respectant un rapport 

entre cations bivalents et cations trivalents égal à 3 (M2+ M3+⁄  = 3). Les propriétés physico-chimiques 

et structurales de ces catalyseurs sont déterminées par des techniques de caractérisation.  

La formule chimique expérimentale des catalyseurs déterminés par PIXE (Particle-Induced X-ray 

emission ; Annexe II-4) est comparable à la formule nominale des échantillons. Ceci confirme que le 

protocole expérimental adopté et les quantités utilisées sont adaptés aux catalyseurs attendus. Les 

analyses thermiques différentielles et gravimétrique (ATD-ATG) montrent que la structure hydrotalcite 

est complètement détruite à des températures supérieures à 500 °C [66], [71]. Les échantillons sont 

calcinés à 800 °C, température maximale prévue pour les tests. Ce traitement thermique a pour but 

de détruire la forme hydrotalcite pour produire des oxydes simples, mixtes ou des spinelles 

(Annexe II-2). Les données obtenues par spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IR-FT) et 

par diffraction des rayons X (DRX) pour les solides avant et après traitement thermique ont confirmé 

la destruction complète de la structure hydrotalcite [71]. En DRX, les raies représentant les oxydes 

métalliques ont remplacé celles de la structure hydrotalcite. Les oxydes simples identifiés sont le MgO 

et Al2O3 pour tous les échantillons, le Co3O4 dans les catalyseurs contenant du cobalt et du NiO dans 

les catalyseurs contenant du nickel. Des oxydes mixtes (spinelles ou solutions solides) ont également 

été identifiés par DRX : CoAl2O4, MgAl2O4, NiAl2O4, Co2AlO4, MgNiO2 et NiCo2O4. La mesure de la surface 

spécifique par la méthode BET a montré que la surface spécifique des échantillons a augmenté suite 

au traitement thermique. La surface spécifique des catalyseurs se situe entre 140 et 200m2/g, le 

Co1Ni1Mg4Al2800 et le Ni2Mg4Al2800 ayant montré les surfaces les plus élevées. Enfin, les résultats des 

réductions à températures programmées (RTP) sont présentés (Annexe II-7) [66], [71]. Les catalyseurs 

ayant une teneur faible en Co ne présentent qu’un seul pic à haute température attribué aux spinelles 

et oxydes mixtes, alors que les catalyseurs ayant une teneur en Co ≥ 2 présentent en plus un ou deux 

pics attribués aux oxydes simples (NiO, CoO et Co3O4). Les consommations expérimentales 

d’hydrogène des solides à fortes teneurs en Co sont inférieures aux consommations théoriques. Ceci 

montre que les espèces réductibles (à base de cobalt et nickel) ne sont pas totalement réduites dans 

la marge de température étudiée. 
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La performance de cette série de catalyseurs est étudiée en reformage à sec dans des tests catalytiques 

en montée de température (400 à 800 °C). Dans un premier temps, l’intérêt d’un prétraitement en 

présence d’hydrogène à 800 °C a été établi (Annexe II-3). Des tests sans ou à différentes températures 

de prétraitement ont montré que l’activité des catalyseurs réduits à 800 °C est nettement supérieure 

à celle des autres catalyseurs. En effet, les oxydes mixtes et les spinelles sont difficilement réductibles 

(RTP : entre 600 et 900 °C). En second lieu, l’influence de la composition chimique des catalyseurs est 

étudiée. Des test de reformage à sec en montée de température sont effectués en présence de la série 

de catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2. Les plus grandes différences sont observées aux alentours de 500 et 

700 °C. C’est dans cette marge de température que les réactions secondaires sont favorisées 

(Boudouard à T < 750 °C et craquage du méthane à T > 500 °C). L’occurrence des réactions secondaires 

est confirmée par un rapport H2/CO différent de 1 et un bilan de carbone inférieur à 100%. Les 

catalyseurs à forte teneur en nickel ont tendance à favoriser les réactions secondaires. Le rapport 

H2/CO > 1 montre la prédominance de la réaction de craquage du méthane, produisant un excès 

d’hydrogène et du carbone solide. Cette hypothèse est renforcée par le bilan de carbone inférieur à 

70% pour tous les catalyseurs riches en nickel. De plus, les résultats DRX des échantillons après test 

montrent la présence de carbone sur tous les échantillons, en particulier et en plus grande quantité 

sur les échantillons riches en nickel. La composition élémentaire après test ne montre aucun 

changement par rapport aux analyses avant test. Les analyses d’oxydation en température 

programmée (TPO) et les analyses thermiques différentielles (ATD) ont permis d’identifier le carbone 

formé sur les échantillons comme étant de type Cα, Cβ et C graphitique. Un test de vieillissement 

effectué en présence du Co2Mg4Al2800 a montré une diminution de l’activité avec le nombre de cycles. 

La régénération incomplète du catalyseur est donc non seulement due à la formation de carbone 

(éliminé par oxydation entre les cycles) mais également à un frittage de la phase métallique. Un test 

de stabilité de 20 h est effectué en présence de Co2Ni2Mg2Al2800 à 800 °C. Le catalyseur est resté stable 

pendant les 20 h de test avec une conversion de CH4 toujours supérieure à celle de CO2. Le bilan de 

carbone de 83% ainsi que le rapport H2/CO de 0,8 montrent l’occurrence de réactions secondaires en 

parallèle à la réaction de reformage à sec. Ceci est confirmé par une analyse ATD-ATG montrant une 

perte totale de 30% de carbone relié au carbone Cβ [66], [71] 

Ayant montré une bonne activité en reformage à sec du méthane, ces catalyseurs sont sélectionnés 

pour une investigation plus poussée sur la performance de ces solides en présence de biogaz. L’étude 

a été poursuivie par des séries de tests en isotherme en présence des catalyseurs synthétisés. Le but 

des tests de stabilité est d’évaluer la capacité de résistance des catalyseurs au frittage et au dépôt de 

carbone en fonction du temps. 
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Les températures des tests sont choisies en fonction des températures fréquemment utilisées dans la 

littérature et thermodynamiquement favorables à la réaction de reformage à sec du méthane (700, 

750 et 800 °C). Pour correspondre à la composition du biogaz, un rapport stœchiométrique de CH4/CO2 

est utilisé. La durée du test de stabilité sous flux a été fixée à 12 h. Les échantillons récupérés après 

test sont analysés par diffraction des rayons X (DRX), analyse thermique gravimétrique et différentielle 

(ATD-ATG) et par microscopie électronique à balayage (MEB) associée à la microanalyse par énergie 

dispersive des rayons X (EDX).  

Les résultats de ces études sont discutés dans cette partie. 
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III.2 Tests de stabilité de 12 h 

Les températures supérieures à 650 °C sont adaptées à la réaction de reformage à sec du méthane 

[72], [73]. En augmentant la température (700 à 800 °C), la réaction de DRM est favorisée par rapport 

aux réactions secondaires comme le craquage du méthane et la réaction de Boudouard. De plus, une 

durée de 12 h est nécessaire pour obtenir des données fiables à propos de la stabilité des catalyseurs. 

Ces températures ainsi que la durée de ces tests de stabilité sont choisies pour se situer dans des 

conditions comparables à celles utilisées dans la littérature [72], [74]–[76]. 100 mg de catalyseurs 

calcinés à 800 °C, pastillés et tamisés pour obtenir une granulométrie entre 350 et 500 µm sont réduits 

sous H2 pendant 1 h à 800 °C. Les tests de reformage à sec sont ensuite effectués en présence d’un 

débit de 100 mL/min d’un gaz constitué d’un mélange stœchiométrique de CH4 et de CO2 dilués dans 

de l’argon à respectivement 20, 20 et 60%. Afin de suivre l’efficacité des catalyseurs, le gaz en sortie 

est analysé par chromatographie en phase gazeuse. Les conditions et le montage expérimental sont 

détaillés dans l’Annexe II-5. 

III.2.a Résultats des tests catalytiques  

III.2.a.1 Effet sur l’activité 

Les résultats présentés dans le Tableau I-1 montrent une conversion du méthane et du dioxyde de 

carbone après 1 h de test à toutes les températures et en présence de tous les catalyseurs. Après 1 h 

de test, entre 60 et 95% de CH4 et de CO2 sont convertis. Cela confirme que les catalyseurs sont actifs 

vis-à-vis de la réaction étudiée. De plus, les conversions de ces molécules augmentent avec la 

température.  La nature endothermique de cette réaction justifie cette observation.  

Tableau I-1 : Conversion de CH4 et de CO2 en présence des catalyseurs après 1 h à 700, 750 ou 800 °C 
 

Conversion CH4 700 °C 750 °C 800 °C 

Co1Ni3Mg2Al2800 81 89 94 

Co2Ni2Mg2Al2800 88 85 93 

Co3Ni1Mg2Al2800 82 88 94 

Ni2Mg4Al2800 66 89 92 

Co1Ni1Mg4Al2800 67 83 87 

Co2Mg4Al2800 58 81 85 

 

Conversion CO2 700 °C 750 °C 800 °C 

Co1Ni3Mg2Al2800 80 92 95 

Co2Ni2Mg2Al2800 85 82 94 

Co3Ni1Mg2Al2800 79 88 96 

Ni2Mg4Al2800 74 93 95 

Co1Ni1Mg4Al2800 75 88 92 

Co2Mg4Al2800 69 86 90 

Ce tableau permet également d’observer l’effet de la nature chimique du catalyseur sur son activité 

catalytique. En général, le catalyseur ne contenant pas de nickel (Co2Mg4Al2800) possède une activité 

inférieure à celle des autres échantillons. La substitution d’une mole de cobalt par une mole de nickel 

suffit pour améliorer l’activité du catalyseur sur la gamme de températures étudiées. De même, la 

substitution complète du cobalt par du nickel augmente également la conversion des réactifs. Par 

exemple, à 750 °C, la conversion de méthane de ces catalyseurs varie selon l’ordre suivant : 
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Co2Mg4Al2800 (81%) < Co1Ni1Mg4Al2800 (83%) < Ni2Mg4Al2800 (89%) 

Cet effet peut être relié à la réactivité du nickel supérieure à celle du cobalt en reformage à sec [49], 

[77]. Plusieurs études effectuées sur des catalyseurs à base de métaux de transition ont montré une 

tendance similaire. Ferreira et al. [78], [79] ont étudié l’activité en reformage à sec de différents 

métaux de transitions (Ni, Co) et de métaux nobles (Ru, Rh, Ir, Pt) synthétisés par imprégnation sur un 

support en silice ou alumine. Quel que soit le support utilisé, le catalyseur à base de nickel s’est montré 

plus actif que celui contenant du cobalt [78], [79]. Huang et al. [80] ont suivi l’activité de catalyseurs 

monométalliques et bimétalliques contenant différentes teneurs de cobalt et de nickel en reformage 

à sec. Le catalyseur ne contenant pas de nickel a montré la plus faible activité. Comme dans notre cas, 

la substitution du cobalt par du nickel a permis d’augmenter la conversion des réactifs [80].  

De plus, une deuxième distinction peut être faite en fonction de la teneur en magnésium. Les 

catalyseurs possédant deux moles de magnésium (Mg2) sont plus actifs que ceux qui en possèdent 4 

(Mg4). Deux hypothèses peuvent être présentées pour expliquer ces observations : 

La première hypothèse est que dans les catalyseurs Mg4, il y a moins de nickel et de cobalt que dans 

les catalyseurs Mg2. Or, l’oxyde de magnésium n’est pas actif dans la réaction de reformage à sec du 

méthane. Une étude effectuée au laboratoire [65] sur une série de catalyseurs NixMg6-xAl2 a permis de 

connaître l’effet de la substitution du magnésium par du nickel sur l’efficacité des catalyseurs en 

reformage à sec du méthane. Cette étude a montré qu’en présence du catalyseur ne contenant pas de 

nickel, très peu de méthane et de dioxyde de carbone ont réagi. Plus la teneur en nickel augmente, 

plus la conversion des réactifs devient élevée [81]. Dans les catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2, le nickel et le 

cobalt sont considérés comme la phase active responsable de l’activité catalytique. Le magnésium et 

l’aluminium sont ajoutés afin d’améliorer la stabilité thermique et la dispersion des particules 

métalliques sur la surface catalytique et de moduler le caractère acido-basique du catalyseur [82], [83]. 

Donc, l’activité plus faible de ces catalyseurs Mg4 pourrait être causée par la faible concentration en 

phase active. 

La deuxième hypothèse est que la faible activité des catalyseurs Mg4 est causée par l’effet indirect du 

magnésium sur la réductibilité de la phase active. En effet, l’analyse RTP de cette série d’échantillons 

montre deux ou trois pics de consommation d’hydrogène [66] (Annexe II-7). Le pic à température 

élevée (entre 500 et 900 °C) est attribué à la réduction du Co et Ni présents dans les spinelles et les 

oxydes mixtes. En présence d’une forte teneur en magnésium (Mg4), ce pic se trouve à une 

température supérieure (vers 750 °C) à celle du pic des catalyseurs ayant une faible teneur en 

magnésium (vers 700 °C). Le déplacement du pic montre que ces espèces sont plus difficiles à réduire 
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dans le cas des Mg4. Puisque la réduction est une étape d’activation du catalyseur, le fait d’avoir moins 

d’espèces réduites pourrait expliquer la plus faible activité remarquée pour les catalyseurs Mg4 [84]. 

De plus, en présence des catalyseurs Mg4, la conversion de CO2 est généralement supérieure à celle de 

CH4, contrairement à ce qui est observé en présence des catalyseurs Mg2 

(conversion CH4 ≥ conversion CO2). Ceci montre qu’en présence de moins de magnésium, l’activité 

générale du catalyseur est amplifiée, surtout au niveau de la conversion de méthane. En suivant 

l’activité du catalyseur en fonction de la phase active, Ferreira et al. [79] ont remarqué qu’en présence 

de l’iridium imprégné sur silice ou alumine, la conversion de CH4 était supérieure à celle de CO2. Ils ont 

relié cette observation à l’abondance de sites actifs spécifiques au méthane sur la surface du 

catalyseur. Ceci dit, la réaction favorisée n’est pas nécessairement le reformage à sec du méthane. 

Dans notre cas, la conversion du CH4 plus élevée que celle du CO2 sur les catalyseurs Mg2 est due à une 

plus grande quantité de phases actives métalliques comme expliqué par la suite. La conversion de CO2 

supérieure à celle de CH4 observée en présence des catalyseurs Mg4 peut être reliée à l’occurrence de 

la réaction inverse du gaz à l’eau (équation II-8) [41], [77], [85]. 

Mécanisme du reformage à sec du méthane 

Afin de comprendre le mécanisme de désactivation du catalyseur, il serait intéressant de s’attarder sur 

le mécanisme propre de la réaction de reformage à sec du méthane. Plusieurs mécanismes sont 

proposés dans la littérature pour cette réaction en fonction de la température et de la nature de la 

phase active [84], [86]–[88]. En général, trois étapes sont utilisées pour tous les mécanismes. Ces 

étapes sont résumées dans le schéma suivant (Figure I-2 : Mécanisme du reformage à sec du 

méthane) : 

 

 

 

 

 

 

La réaction de reformage à sec débute avec l’adsorption du méthane sur un site actif. Le méthane est 

ensuite dissocié pour former deux molécules d’hydrogène qui passent dans la phase gazeuse, et du 
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Figure I-2 : Mécanisme du reformage à sec du méthane 
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carbone qui reste adsorbé sur le site actif. Cette étape, considérée la plus lente, n’a pas lieu 

spontanément. C’est une dissociation successive d’espèces hydrocarbures CH4, − CH3, −CH2, −CH 

qui forme à la fin du carbone seul –  C. 

      CH4(g) = CH3(a) + H(a)      

      CH3(a) = CH2(a) + H(a)      

      H(a) + H(a) = H2(g)      

      CH2(a) = CH(a) + H(a)      

       CH(a) = C(a) + H(a)      

       H(a) + H(a) = H2(g)      

Avec (a) : espèce adsorbée et (g) : espèce en phase gazeuse 

La 2ème étape ayant lieu durant le DRM est l’adsorption et la dissociation de la molécule de CO2. En 

général, cette étape est considérée comme étant rapide. Elle permet la libération d’une molécule de 

CO et la formation d’un oxygène adsorbé sur le site actif.  

CO2(g) = CO(a) + O(a)      (II-11’) 

La troisième réaction a lieu entre les espèces adsorbées. L’oxygène formé par la réaction de 

dissociation du CO2 réagit avec le carbone adsorbé suite à la dissociation du CH4. Suite à cette étape, 

une molécule de CO est formée et désorbée et les deux sites actifs sont ainsi libérés.  

C(a) + O(a) = CO(g)       (II-11’’) 

Dans la littérature, un autre mécanisme proche de celui-ci est également utilisé [83], [89], [90]. Il 

diffère de celui-ci par la formation de groupements –OH et de groupements -CHxO. Le groupement 

hydroxyle serait formé par la réaction du gaz à l’eau (équation II-12), alors que les CHxO se forment par 

l’oxydation du méthane dissocié (CHx) par l’oxygène provenant de la dissociation du CO2. Ces espèces 

intermédiaires pourraient être formées durant la réaction de reformage à sec.  

Pour la suite de cette discussion, nous allons résumer le mécanisme réactionnel de la réaction de 

reformage à sec en trois étapes :  

CH4 + * = 2H2 + C*       (II-11) 

CO2 + * = CO + O*       (II-11’) 

O* + C* = CO + * + *       (II-11’’) 

1 

2 

3 

1 

2 

3 

(II-11) 
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Dans le cas idéal, les trois étapes se font de façon simultanée. Le carbone se formant sur la surface 

catalytique est directement réoxydé par l’oxygène adsorbé provenant du CO2. Par contre, s’il y a un 

déséquilibre entre les deux premières réactions, cela pourrait induire une désactivation des 

catalyseurs. Deux cas se présentent :  

 la dissociation du dioxyde de carbone est plus rapide que la dissociation du méthane : 

En général, cette situation est en faveur de la réoxydation complète des espèces carbonées formées 

sur la surface catalytique. Par contre, dans certains cas, ce phénomène conduit à la désactivation des 

catalyseurs par réoxydation des sites actifs réduits (Annexe II-3, Annexe II-5).  

L’oxygène formé durant cette réaction va rester adsorbé sur la surface catalytique et les sites 

initialement métalliques seront alors réoxydés et ne seront plus actifs dans la réaction de reformage à 

sec du méthane. Lorsque tous les sites métalliques sont réoxydés, nous parlons alors d’une 

désactivation par réoxydation. Le catalyseur peut être complètement régénéré par réduction à haute 

température.  

Ce phénomène est parfois observé en reformage à sec mais surtout a lieu en présence de H2O et O2. 

Ces éléments ont un potentiel oxydant plus fort que le CO2.  

 la dissociation du méthane est plus rapide que la dissociation du dioxyde de carbone 

Dans ce cas, le carbone formé pendant la réaction de dissociation du méthane reste adsorbé à la 

surface du catalyseur. Ce composé peut être considéré comme intermédiaire réactionnel lorsqu’il est 

directement oxydé par l’oxygène formé par la dissociation du CO2. S’il n’est pas oxydé, il peut 

s’accumuler sur la surface catalytique, provoquer la désactivation progressive ou complète du 

catalyseur et endommager les solides de différentes façons. 

En général, le CH4 interagit avec les sites acides du catalyseur. Dans notre cas, le CH4 s’adsorbe sur les 

sites métalliques de nickel et de cobalt. Par contre, le CO2 ayant plus d’affinité pour les sites basiques 

s’adsorbe sur le magnésium. En effet, le magnésium est un métal connu pour ses propriétés basiques. 

Cet élément forme une base de Lewis forte et par suite va permettre une forte adsorption du CO2 sur 

la surface catalytique. Un déficit en magnésium pourrait alors favoriser la dissociation du méthane sur 

les sites actifs acides par rapport à la dissociation du CO2. Ce déséquilibre pourrait provoquer la 

production de carbone par la réaction de craquage du méthane, non oxydé par le CO2. Dans notre cas, 

la conversion du méthane plus élevée que celle de CO2 remarquée en présence des catalyseurs Mg2 

serait due à la plus grande quantité de sites métalliques Ni et Co sur lesquels le méthane s’adsorbe et 

se dissocie. En plus de l’activité, les tests de stabilité de 12 h ont également permis de suivre la 
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performance des catalyseurs en fonction du temps. L’effet de la phase active sur la stabilité des 

échantillons en reformage à sec du méthane est étudié. 

III.2.a.2 Effet sur la stabilité 

La Figure I-3 ci-dessous représente la conversion de CH4 durant les tests de stabilité à 700, 750 et 800 °C 

en fonction du temps.  

 

A 800 °C, tous les catalyseurs sont stables et aucune désactivation significative n’est observée. Des 

différences plus prononcées sont remarquées aux tests de stabilité à 700 et 750 °C. A ces 

températures, les catalyseurs à faible teneur en magnésium (Mg2) se sont désactivés après 5 h sous 

Figure I-3 : Conversion de CH4 en fonction du temps pendant 12 h de reformage à sec à 700, 750 et 800 °C 
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flux. Les tests de stabilité de ces catalyseurs ont été arrêtés à cause du blocage du réacteur empêchant 

le débit de gaz de traverser le lit catalytique et entrainant une surpression a l’intérieur du réacteur. Les 

catalyseurs à forte teneur en magnésium (Mg4) sont restés actifs pendant 12 h avec une faible 

désactivation. Le frittage des catalyseurs et/ou le dépôt de carbone pourraient être à l’origine de cette 

désactivation. Ces paramètres seront étudiés et discutés ultérieurement (partie 2, III.2.b, p88). Le 

comportement différent des deux séries de catalyseurs semble être lié à la teneur en magnésium.  

III.2.a.3 Effet sur le bilan carbone et le rapport H2/CO 

Le rapport H2/CO (Figure I-4) et le bilan carbone (Figure I-5) sont présentés afin d’évaluer l’effet de la 

phase active sur la sélectivité globale des catalyseurs en reformage à sec du méthane (Annexe II-5). 

Rapport H2/CO 

Figure I-4 : Rapport H2/CO des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 à 700, 750 et 800 °C pendant 12 h de test 
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Bilan carbone 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A l’exception des catalyseurs qui se sont désactivés, tous les ratios H2/CO ainsi que les bilans de 

carbone sont restés stables en fonction du temps. Par contre, les bilans de carbone inférieurs à 100% 

et le rapport H2/CO différent de 1 montrent l’occurrence de réactions secondaires en présence de tous 

les catalyseurs.  

Figure I-5 : Bilan carbone des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 à 700, 750 et 800 °C pendant 12 h de test 
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A haute température, plusieurs réactions secondaires peuvent avoir lieu et entrer en compétition avec 

la réaction de reformage à sec du méthane et influencer le rapport H2/CO (Figure I-1). Ces réactions 

peuvent engendrer la formation de carbone entrainant la désactivation du catalyseur. L’occurrence de 

ces réactions dépend de plusieurs paramètres, notamment de la température et de la nature des 

matériaux utilisés.  

A 700 et 750 °C, les catalyseurs à faible teneur en magnésium (Mg2) possèdent un rapport H2/CO 

supérieur à 1 (représentés dans le zoom arrière de la Figure I-4 à 700 et 750 °C). Cette valeur suggère 

l’occurrence de la réaction de Boudouard (équation II-6)a (consommation de CO) et/ou la réaction de 

craquage du méthane (équation II-5)b (production de H2) provoquant l’augmentation du H2 et la 

diminution du CO. Ces deux réactions sont productrices de carbone et causent de la désactivation 

rapide des catalyseurs Mg2. Par contre, le rapport inférieur à 1, observé en présence des catalyseurs 

Mg4, sous-entend l’occurrence de la réaction inverse de gaz à l’eau (équation II-8)c, produisant du CO 

en excès par rapport au H2 [74], [91]. 

Pour résumer, les résultats des tests de reformage à sec en isotherme à 700, 750 et 800 °C en présence 

des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 montrent des différences au niveau de l’activité, la stabilité et la 

sélectivité des catalyseurs en fonction de la température et de la composition chimique des 

échantillons.  

La performance des catalyseurs semble être une fonction de leur teneur en magnésium (ou en Ni/Co). 

Les catalyseurs Mg4 riches en magnésium montrent une activité inférieure à celle des catalyseurs Mg2 

mais stable pendant les 12 h de test, surtout aux températures inférieures ou égales à 750 °C. A ces 

températures, les solides Mg2 se désactivent après 5 h de test. A 800 °C tous les catalyseurs possèdent 

une activité élevée et constante pendant l’intégralité de l’expérience. La désactivation aux basses 

températures est reliée à l’occurrence de réactions secondaires comme la réaction de Boudouard ainsi 

que la réaction de craquage du méthane.  

Afin de mieux comprendre les réactions et les interactions ayant lieu aux différentes températures, les 

échantillons récupérés après test sont analysés par des techniques de caractérisation 

physico-chimiques. Les résultats de ces analyses sont discutés par la suite. 

                                                           
a 2CO = C + CO2 
b CH4 = C + 2H2 
c CO2 + H2 = CO + H2O 
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III.2.b Analyses physicochimiques des échantillons après test 

Suite aux tests de stabilité à 700, 750 et 800 °C, les échantillons sont analysés par différentes 

techniques de caractérisation. Les résultats de ces analyses ont permis d’observer certaines 

modifications structurales qui ont eu lieu durant le test. Ces techniques ont également permis de 

quantifier et d’identifier le type de carbone déposé à la surface du catalyseur pendant les tests de 

stabilité. Ces résultats aident à mieux comprendre les mécanismes mis en jeux durant les tests en 

isotherme en présence des différents catalyseurs. 

III.2.b.1 Analyse thermique gravimétrique et différentielle (ATG/ATD) 

Les échantillons après test sont analysés en ATG. Cette technique évalue la différence de masse entre 

l’échantillon et une référence inerte en fonction de la température. Elle est particulièrement 

intéressante pour la quantification du carbone formé durant les tests. Les résultats de l’ATG des tests 

de stabilité de 12 h à 700, 750 et 800 °C en présence de la série de catalyseurs étudiés sont présentés 

dans la Figure I-6.  

La perte de masse observée par analyse thermique pour les échantillons à faible teneur en Mg (Mg2) 

récupérés après test à toutes les températures est supérieure à celle des catalyseurs à forte teneur en 

Mg (Mg4). Ces observations appuient les hypothèses déjà émises sur la désactivation par formation de 

carbone en présence de catalyseurs pauvres en magnésium.  

Figure I-6 : Perte de masse attribuée au carbone obtenue par ATG des catalyseurs après test de reformage à sec du 
méthane en isotherme à a) 700, b) 750 et c) 800 °C 
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De plus, les résultats de cette analyse montrent que la perte de masse relative au carbone diminue 

avec l’augmentation de la température (sauf pour le Co2Mg4Al2 moins actif à 700 °C). Ces observations 

sont en accord avec des résultats déjà cités dans la littérature [21], [84]. En effet, comme il a été déjà 

mentionné, la réaction de reformage à sec du méthane est thermodynamiquement favorisée aux 

hautes températures par rapport aux réactions secondaires. 

Il est intéressant de noter que même pendant le test à 800 °C et à conversion comparable (90 à 95%), 

une grande quantité de carbone est formée en présence des catalyseurs Mg2. En effet, les catalyseurs 

Mg4 ont montré une perte de masse entre 2 et 14% alors que les catalyseurs Mg2 sont dans l’intervalle 

de 30 à 60%. Ces résultats renforcent l’hypothèse de désactivation des catalyseurs par dépôt de 

carbone.  

Il faut noter qu’un gain de masse de 0 à 5% est observé entre 150 et 300 °C. Cette variation est associée 

à la réoxydation du nickel et du cobalt métallique en NiO et CoO [92], [93]. Ce phénomène compense 

légèrement celui de l’oxydation du carbone produit durant le test. Il n’y a pas moyen de quantifier le 

gain de masse provoqué par la réoxydation des métaux. Pour cela, les données présentées prennent 

en compte une erreur relative de 2,5% due au gain de masse. 

La nature du carbone joue également un rôle dans la désactivation du catalyseur. Afin d’identifier le 

carbone formé, l’ATG est couplée à l’ATD des échantillons après test. Les pics observés sont corrélés à 

l’oxydation d’un type de carbone ayant lieu dans une marge de température spécifique. Les résultats 

ATD des tests de stabilité à 750 °C sont présentés dans la Figure I-7.  

Figure I-7 : ATD des catalyseurs après test de reformage à sec du méthane en isotherme à 750 °C 
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Les résultats de l’analyse thermique différentielle des échantillons après test de stabilité montrent 

deux pics exothermiques vers 500 °C présents pour tous les catalyseurs : un pic principal vers 450 °C 

et un deuxième pic vers 490 °C. Cela montre qu’en général, deux types de carbone sont produits durant 

la réaction de reformage à sec aux températures étudiées. Cependant, les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

Ni2Mg4Al2 montrent un pic d’oxydation à des températures inférieures à 400 °C (zoom Figure I-7). 

Le carbone adsorbé ou Cα s’oxyde en premier entre 200 et 300 °C suivi par le carbone amorphe ou Cβ 

entre 300 et 400 °C. Ces deux types de carbone sont réactifs et rapidement éliminés durant la réaction 

de reformage à sec. S’ils ne sont pas éliminés rapidement, ils peuvent se transformer en carbone 

filamenteux ou graphitique, plus stable et plus difficilement éliminé. Ces types de carbone se forment 

et s’oxydent à des températures plus élevées. Le carbone filamenteux est oxydé entre 400 et 700 °C 

[14], [15], [23], [26], [31], [84], [94].  

Dans notre cas, les catalyseurs Ni2Mg4Al2 et Co1Ni1Mg4Al2 ont produit une petite quantité de carbone. 

Une partie de ce carbone s’oxyde facilement à température inférieure à 400 °C. En revanche, les pics 

observés entre 400 et 500 °C pour ces échantillons ainsi que le Co2Mg4Al2, Co2Ni2Mg2Al2, Co1Ni3Mg2Al2 

et Co3Ni1Mg2Al2 sont assimilés au carbone filamenteux [49], [95], [96]. Comme mentionné 

précédemment, ce type de carbone s’oxyde à plus haute température (entre 400 et 700 °C) et est 

connu pour causer la désactivation du catalyseur par éloignement des particules métalliques. Ceci peut 

justifier la désactivation complète des catalyseurs ayant formé ce type de carbone.  

III.2.b.2 Microscopie électronique à balayage couplée à la microanalyse par énergie 

dispersive des rayons X (MEB-EDX) 

Pour confirmer la présence de filaments de carbone, une étude par microscopie à balayage est 

effectuée avant et après test de stabilité à 750 °C. Cette technique permet de visualiser l’aspect des 

échantillons en surface. Afin d’obtenir une quantification approximative des composés chimiques 

présents à la surface des échantillons, les analyses MEB sont couplées à la spectroscopie des rayons X 

à dispersion d’énergie. Les images des échantillons Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 avant et après test 

de stabilité à 750 °C sont présentées dans les Figure I-8 et Figure I-9. 
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Les images avant test (Figure I-8 a et b) représentent la surface des échantillons calcinés à 800 °C. A 

cette température, la structure en feuillet des hydrotalcites est complètement dégradée. Des 

plaquettes désordonnées peuvent être remarquées en abondance dans ce cliché. De plus, l’analyse de 

la composition élémentaire de surface montre que tous les métaux utilisés pour la structure 

hydrotalcite semblent être bien dispersés (Annexe II-8). Une bonne dispersion diminue le risque 

d’agglomération de particules ou de frittage et améliore par la suite la résistance au dépôt de carbone 

[84], [92], [97]. 

a) Co1Ni1Mg4Al2 b) Co2Ni2Mg2Al2 

 

En observant les échantillons après test (Figure I-9), les clichés de microscopie électronique à balayage 

montrent la présence de filaments de carbone sur la surface du catalyseur. Ces résultats confirment 

les données obtenues par ATD-ATG. Il est intéressant de noter une hétérogénéité au niveau de la 

surface du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 après test (Figure I-9 (a)). En effet, sur l’image a-1, très peu ou pas 

de carbone est détecté alors que sur l’image a-2 une très grande abondance de filaments de carbone 

peut être observée.  

Figure I-8 : Images MEB du  Co1Ni1Mg4Al2 (a) et Co2Ni2Mg2Al2 (b) calcinés à 800 °C 
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a-1 Co1Ni1Mg4Al2 b-1 Co2Ni2Mg2Al2 

a-2 Co1Ni1Mg4Al2 b-2 Co2Ni2Mg2Al2 

 

Pour le catalyseur Co2Ni2Mg2Al2, il semblerait que la surface de l’échantillon est complètement 

recouverte de filaments de carbone (Figure I-9 b-1 et b-2). Nous remarquons clairement les filaments 

de carbone qui se sont formés durant le test de stabilité en présence de ce catalyseur.  

  

Figure I-9 : Images MEB des catalyseurs (a) Co1Ni1Mg4Al2 et (b) Co2Ni2Mg2Al2 après test de stabilité à 750 °C 
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La composition chimique en surface des échantillons est analysée par spectroscopie de rayons X à 

dispersion d’énergie. Les données obtenues sont représentées dans la Figure I-10. 

a) Co1Ni1Mg4Al2 sur 2 emplacements 

 

b) Co2Ni2Mg2Al2 

 

 

 

 

 

 

Nous remarquons deux pics dus au carbone, d’intensités très différentes et à deux emplacements 

différents au niveau de la surface du Co1Ni1Mg4Al2 (Figure I-10, a). Ceci confirme l’hétérogénéité du 

carbone en surface observée en MEB. Pour le catalyseur Co2Ni2Mg2Al2 la composition chimique de la 

surface est plus ou moins homogène (Figure I-10, b). Sur plusieurs emplacements, nous signalons un 

grand pic de carbone associé aux filaments observés en microscopie. 

Suite à l’observation MEB et aux analyses thermiques, la présence de carbone filamenteux a pu être 

identifiée. Cela pourrait confirmer que la désactivation des catalyseurs serait due au dépôt de carbone. 
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Figure I-10 : Composition chimique de la surface des échantillons a) Co1Ni1Mg4Al2 et b) Co2Ni2Mg2Al2 après 
test de stabilité à 750 °C déterminée par EDX 
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En plus de ce phénomène, le frittage des particules pourrait jouer un rôle dans la désactivation des 

catalyseurs. En effet, le dépôt de carbone de façon non homogène observé sur la surface du 

Co1Ni1Mg4Al2 en MEB suggère que certains sites favorisent l’accumulation de carbone. Ce résultat 

pourrait être relié à l’agglomération de plusieurs particules provoquant l’augmentation de la taille et 

la diminution de la surface spécifique. 

III.2.b.3 Diffraction des rayons X (DRX) 

Pour déterminer le degré de frittage ainsi que son impact sur la désactivation des catalyseurs, nous 

avons calculé par DRX la taille des cristallites impliqués dans la réaction (Annexe II-6). 

Ainsi, la taille des particules métalliques réduites (Ni, Co) avant et après test est évaluée. Une étude 

DRX sur les échantillons après réduction et après test de stabilité à 750 °C est menée (Annexe II-9). Les 

raies des phases métalliques apparaissent à 2θ = 44° et 52°. Puisque la raie à 44° (Ni cubique et Co 

cubique) n’est pas bien définie (chevauchement avec la raie à 2θ = 43° attribuée aux oxydes), nous 

avons calculé la taille des cristallites à partir de la raie à 52° (Ni cubique et Co cubique). Après réduction, 

les catalyseurs, Co3Ni1Mg2Al2 et Co2Mg4Al2 ne présentent pas clairement la phase réduite (Ni et Co 

cubiques à 44 et 52°). Il se peut qu’ils se soient rapidement réoxydés après contact avec l’air extérieur 

entre l’étape de réduction et l’étape d’analyse. Les résultats DRX de ces deux catalyseurs ne seront 

donc pas exploités. Par contre, les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2, Ni2Mg4Al2, Co2Ni2Mg2Al2 et Co1Ni3Mg2Al2 

présentent une phase réduite. Nous avons pu calculer la taille des cristallites de ces catalyseurs et 

montrer sa variation durant le test. Ces résultats sont présentés dans la Figure I-11.   

Figure I-11 : Taille des cristallites Ni et Co (nm) des solides Co1Ni1Mg4Al2, Ni2Mg4Al2, Co2Ni2Mg2Al2 et Co1Ni3Mg2Al2 après 
réduction et après test de stabilité à 750 °C 
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Nous remarquons premièrement que la taille des cristallites des catalyseurs Mg2 

(Co2Ni2Mg2Al2 = 8,3 nm et Co1Ni3Mg2Al2 = 11,9 nm) est supérieure à celle des catalyseurs Mg4 

(Co1Ni1Mg4Al2 = 6,6 nm et Ni2Mg4Al2 = 6,7 nm). Une taille de particules plus grande favorise le frittage 

et le dépôt de carbone, notamment le carbone filamenteux [98]. Deuxièmement, les données 

obtenues mettent en évidence une augmentation inégale entre la taille des cristallites des matériaux 

après test en fonction de la teneur en magnésium. En effet, la différence de taille au niveau des 

échantillons à faible teneur en Mg est supérieure à celle des échantillons à forte teneur en Mg. Ces 

résultats montrent que la quantité de magnésium pourrait également influencer la résistance du 

catalyseur au frittage. En effet, le magnésium présente l’avantage de procurer une bonne dispersion 

des espèces métalliques, favorisant la formation de particules de plus petites tailles. Ces particules 

seront alors moins susceptibles au frittage que les espèces de plus grosses tailles. Le fait d’avoir 

initialement des particules de grosse taille ou de produire des particules de grosse taille durant le test 

aura éventuellement la même conséquence : ce phénomène affaiblit l’interaction entre les différents 

métaux et va par la suite favoriser la formation d’un dépôt de carbone sur la surface du catalyseur. 

Zanganeh et al. [99] ont suivi l’activité de catalyseurs à base de nickel et magnésium dans la réaction 

de reformage à sec. Ils ont également remarqué l’avantage du magnésium qui permet de mieux 

disperser les particules métalliques et de former des solutions solides capables de fortifier les 

interactions entre le CO2 et les sites basiques du magnésium et ainsi diminuer la formation de dépôt 

de carbone [99]. En dispersant les particules métalliques, le magnésium favorise la réduction de la 

taille de ces particules. Cela va réduire la structuration de particules de plus grande taille par 

agglomération. Une autre étude a permis de comparer l’activité et la stabilité des catalyseurs en 

reformage à sec en fonction de leur teneur en Ni et Mg. L’ajout de Mg a amélioré la résistance à la 

formation d’un dépôt carboné en diminuant la taille et en augmentant la dispersion des particules de 

nickel [100].  
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III.3 Conclusion partielle 

En conclusion, des tests de stabilité en reformage à sec en absence d’impuretés sont effectués pour 

les catalyseurs de la série CoxNiyMg(6-x-y)Al2 à 700, 750 et 800 °C. Les résultats ont montré une disparité 

au niveau de l’activité et de la stabilité des catalyseurs en fonction de leur contenu en magnésium. Aux 

températures inférieures ou égales à 750 °C, les catalyseurs à faible teneur en Mg se sont désactivés 

au bout de 5 h, contrairement aux catalyseurs à forte teneur en Mg qui sont restés stables. La 

caractérisation des échantillons après test a permis de relier la désactivation des catalyseurs Mg2 à 

l’accumulation du carbone à la surface du catalyseur. 

Les techniques d’analyse thermique et la MEB ont permis d’identifier et de quantifier le carbone formé 

pendant les tests de reformage de 12 h. Les résultats montrent que plus de carbone est produit à des 

températures inférieures à 750 °C. Ce phénomène est causé par l’occurrence du craquage du méthane. 

A 800 °C, la réaction de reformage à sec est favorisée par rapport au craquage. Ceci s’est traduit par 

une plus haute conversion de méthane et de dioxyde de carbone ainsi qu’une réduction de la quantité 

de carbone formé. Les analyses des catalyseurs Mg2 indiquent une très grande quantité de carbone 

formée pendant les tests à 700 et 750 °C, ce qui a conduit à la désactivation totale du catalyseur ainsi 

qu’au « plugging » du réacteur.  

En ATD, les pics exothermiques représentatifs du carbone filamenteux sont observés. Ce résultat est 

confirmé en microscopie où nous avons distingué les filaments de carbone produits durant le test de 

stabilité. Cependant, l’hétérogénéité de la surface des échantillons fait penser à une prédisposition de 

certains sites à l’accumulation de carbone. En effet, le dépôt de carbone est favorisé au niveau de 

particules de plus grande taille. L’agglomération des particules peut causer l’augmentation de la taille 

ainsi que la diminution de la surface spécifique. Afin de vérifier ces hypothèses, les échantillons sont 

analysés en DRX afin de déterminer la taille des cristallites. L’occurrence du frittage est validée par 

l’augmentation des tailles des phases réduites durant le test de stabilité à 750 °C. Ceci est d’autant plus 

marqué chez les catalyseurs pauvres en magnésium.  

La suite de notre étude sera menée à une température de 750 °C car elle permet de distinguer les 

catalyseurs les plus efficaces de ceux qui se désactivent. Elle représente un compromis entre la 

diminution de la température pour des fins industrielles ainsi que son augmentation afin de favoriser 

la réaction de reformage et d’augmenter le rendement en gaz de synthèse. Nous allons par la suite 

présenter les résultats du DRM en présence d’impuretés.  
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IV. Reformage à sec : étude sur mélange complexe 

Au cours de ce travail, nous envisageons la valorisation du biogaz provenant d’un centre 

d’enfouissement en gaz de synthèse. L’objectif est donc d’étudier la faisabilité de la réaction de 

reformage à sec du biogaz en présence de catalyseurs synthétisés au laboratoire. Avant traitement 

dans l’unité de valorisation, le biogaz contient plusieurs molécules considérées comme impuretés 

envers la réaction de reformage à sec. La présence de ces composés pourrait influencer la performance 

des catalyseurs. Notre étude porte sur la détermination des difficultés qui pourraient être rencontrées 

lors de la valorisation de ce biogaz par la réaction de DRM.  

Les analyses sur le biogaz provenant d’Opale Environnement (Partie 1-V, en page 39) ont permis 

d’identifier et de quantifier les composés minoritaires qui le forment. En plus des 33% de CH4 et des 

27% de CO2, nous retrouvons dans le biogaz de l’oxygène et de l’eau. Ces molécules sont formées 

durant la décomposition de composés riches en oxygène. Ils représentent respectivement 4,5 et 1,5% 

du biogaz provenant du centre d’enfouissement. Ces valeurs sont différentes de celles retrouvées dans 

un centre de biométhanisation. Ceci est dû à la grande variété de produits oxygénés déposés dans les 

casiers. De plus, le procédé de méthanisation mène à la formation de composés de la famille des BTEX, 

alcanes, terpènes et de composés soufrés comme le H2S.  

La molécule de H2S, produite par les bactéries sulfatoréductrices, est reconnue dans la littérature 

comme provoquant l’empoisonnement spontané des catalyseurs même à de très basses 

concentrations. Les catalyseurs contenant du nickel sont très sensibles à la présence de cette molécule 

et risquent de se désactiver rapidement, même à basse concentration de H2S. Afin d’éviter 

l’empoisonnement par H2S, il sera nécessaire d’éliminer cette molécule du biogaz avant de le mettre 

en contact avec les catalyseurs. Pour cela, un biofiltre fongique est développé dans le but d’éliminer le 

H2S présent dans le biogaz. Cette étude sera développée dans la troisième partie du manuscrit. 

Dans cette partie, l’efficacité des catalyseurs est évaluée tout d’abord en présence d’O2 et de H2O. 

L’effet de ces molécules déjà étudiées dans la littérature est plus ou moins établi en fonction de la 

phase active et de la température de réaction. De plus, l’effet du toluène (molécule modèle des 

aromatiques) et du limonène (molécule modèle des terpènes) est étudié. Ensuite, une étude est 

effectuée sur un mélange d’impuretés afin de se rapprocher de la composition du biogaz réel tout en 

restant dans les conditions de laboratoire. Finalement, la réaction de reformage à sec du biogaz réel à 

différentes étapes de l’unité de purification est étudiée. Des tests en montée de température ou en 

isotherme à 750 °C sont menés en présence des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 sélectionnés à partir des 

expériences précédentes, notamment le Co1Ni1Mg4Al2, le Ni2Mg4Al2, le Co2Mg4Al2 et le Co2Ni2Mg2Al2.  
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IV.1 Tests sur impuretés individuelles 

En premier lieu, le reformage à sec du méthane est étudié en présence de différentes concentrations 

de H2O, d’O2, de toluène et de limonène. 

IV.1.a Etude sur le reformage à sec du méthane en présence de H2O 

L’eau fait partie des composés majoritaires détectés dans le biogaz. Sa concentration diffère en 

fonction de la nature des déchets, du type de digesteur et du procédé de méthanisation adopté. En 

effet, le centre d’enfouissement duquel provient le biogaz analysé contient 1,5% d’eau, alors que le 

biogaz du centre de biométhanisation analysé précédemment en contient 5% [71]. Dans la suite de 

l’étude, l’eau est considérée comme impureté et son impact sur les performances des catalyseurs est 

évalué. Des tests en montée de température et en isotherme à 750 °C sont effectués en présence de 

2 et 5% d’eau sous forme de gaz ajoutés dans le mélange par le biais d’un saturateur. Le ratio H2O/CO2 

utilisé est de 1/10 et 1/4. 

Les résultats des tests de reformage à sec en montée de température entre 500 et 800 °C du catalyseur 

Co1Ni1Mg4Al2 sont présentés sur la Figure I-12. Le suffixe « xx » ajouté au nom des catalyseurs 

représente le test sans impuretés. Pour différencier les impuretés et leurs concentrations, nous avons 

ajouté leurs formules chimiques ainsi que leurs pourcentages dans les milieux réactionnels.  

Les courbes présentées montrent que pour le catalyseur Co1Ni1Mg4Al2, la conversion de méthane et 

de CO2 augmente après l’introduction de 2% de H2O dans le mélange réactionnel à des températures 

inférieures à 650 °C. Au-delà de cette température, les conversions sont inférieures à celles obtenues 

en reformage à sec seul. Ceci pourrait être le résultat de la favorisation de la réaction de reformage à 

sec aux températures supérieures à 650 °C.  

Figure I-12 : Conversion de CH4 et de CO2 du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 en présence et en absence de 2% H2O en montée de 
température 
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Plusieurs réactions ont lieu aux différentes températures utilisées dans ce test. Il est donc important 

de s’intéresser au rapport H2/CO afin de déterminer les mécanismes ayant lieu au cours de la montée 

de température (Figure I-13). 

En général, le rapport H2/CO semble être supérieur à 1 en présence de H2O, et inférieur à 1 en son 

absence. Ce rapport se stabilise aux alentours de 1 aux températures supérieures 600 °C (< 1 sans H2O 

et > 1 avec H2O). Les réactions de reformage à sec et de vaporeformage (équation II-2) sont 

endothermiques et sont favorisées à des températures supérieures à 620 °C. De plus, la réaction de 

vaporeformage produit un syngaz ayant un rapport H2/CO = 3. L’occurrence de cette réaction dans les 

tests en présence d’eau explique le rapport H2/CO légèrement supérieur à 1. Ces valeurs pourraient 

également être dues à l’occurrence de la réaction de gazéification du carbone favorisée en présence 

d’eau [101]: 

C + 2H2O = CO2 + 2H2   ∆H(298 K) = 90,1 kJ/mol   (II-13’) 

Cette réaction ayant lieu entre l’eau et le carbone en surface pourrait expliquer le rapport H2/CO > 1 

car elle produit de l’hydrogène. Elle produit également du CO2, ce qui pourrait expliquer la conversion 

de CO2 réduite en présence de H2O. Cette réaction est thermodynamiquement possible à partir de 

670 °C. 

Figure I-13 : Rapport H2/CO du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 en présence et en absence de 2% H2O en montée de température 
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En plus des tests de reformage à sec en montée de température, des tests de stabilité à 750 °C sont 

effectués en présence de 2 et 5% de H2O. Seuls les résultats des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

Co2Ni2Mg2Al2 sont présentés (Figure I-14). 

 

En suivant la conversion des réactifs en fonction du temps, nous remarquons que les catalyseurs ne se 

sont pas désactivés en présence d’eau. En effet, le Co2Ni2Mg2Al2 qui s’est désactivé au bout de 3 h en 

absence d’eau, a gardé en sa présence une activité relativement constante pendant la durée du test 

de stabilité (Figure I-14). Cela montre l’effet bénéfique de l’eau sur le comportement du catalyseur. 

Par ailleurs, une baisse de conversion de CO2 peut être remarquée avec l’augmentation de la teneur 

d’eau dans le mélange réactionnel. 

Puisque cette baisse au niveau de la conversion de CO2 n’est pas accompagnée par une baisse de 

conversion du méthane, on suppose que c’est toujours la même quantité de méthane qui réagit avec 

le CO2 tout seul ou avec le CO2 et le H2O.  

Dans ce cas, le rapport H2/CO devrait augmenter puisque la réaction de vaporeformage produit plus 

d’hydrogène que la réaction de reformage à sec. Les résultats présentés dans la Figure I-15 montrent 

que le rapport H2/CO a bien augmenté jusqu’à atteindre des valeurs plus proches ou même supérieures 

Figure I-14 : Conversion de CH4 et CO2 en absence et en présence d'eau à 750 °C pour les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 
Co2Ni2Mg2Al2 
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à 1 suite à l’introduction de l’eau dans le mélange réactionnel. Ces résultats retrouvent les tendances 

observées durant le test en montée de température. Aux températures supérieures à 650 °C, le rapport 

H2/CO se stabilise aux alentours de 1. Il est également important de mentionner que le bilan carbone 

est plus proche de 100% en présence de H2O (non représenté). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La conversion de CO2 des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 observée en Figure I-14 prend en 

compte la totalité du CO2 détecté dans le mélange gazeux en sortie. Le CO2 détecté pourrait soit 

provenir des réactifs non convertis, soit du CO2 produit par la réaction du gaz à l’eau (équation II-12)a 

qui a lieu entre le H2O et le CO. Cette réaction engendre la consommation du CO, ainsi que la 

production de CO2. Ces résultats se traduisent par une augmentation du rapport H2/CO, et une 

diminution de la conversion de CO2.  

Il est intéressant de noter certaines variations au niveau de la conversion de CH4, de CO2 et du rapport 

H2/CO en fonction du temps. Ces variations ne sont pas remarquées en reformage à sec seul mais elles 

                                                           
a CO + H2O = CO2 + H2 

Figure I-15 : Rapport H2/CO en fonction du temps en absence et en présence d'eau à 750 °C pour les catalyseurs 
Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 
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augmentent avec la teneur en eau dans le mélange réactionnel. Ces fluctuations sont également 

observées sur les tests de vaporeformage en isotherme à 650 °C en présence de la même série de 

matériaux. Ce phénomène pourrait être dû à l’équilibre entre la réaction de DRM (équation II-1)a ou 

de SRM (équation II-2)b et la réaction du gaz à l’eau (équation II-12). En effet, lorsque la conversion du 

méthane augmente et celle du CO2 diminue, ceci signifie que la réaction inverse du gaz à l’eau 

(équation II-8)c a pris le dessus par rapport à la réaction de reformage. La prédominance de cette 

réaction est confirmée par le rapport H2/CO supérieur à 1. Par exemple, nous remarquons dans le cas 

du Co1Ni1Mg4Al2 qu’en présence de 5% d’eau, la conversion de CH4 augmente de 2 et 5% après 2 et 7 

h de stabilité, alors que la conversion de CO2 diminue de 10 et 12%. Les fluctuations remarquées au 

niveau de la composition du gaz pourraient donc être reliées à la prédominance périodique d’une ou 

de plusieurs réactions mentionnées précédemment. 

Les échantillons récupérés après 12 h de test sont analysés par des techniques de caractérisation 

physico-chimiques. Les résultats des analyses ATD-ATG montrent une diminution de la quantité de 

carbone formé durant le test (Figure I-16).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Premièrement, nous remarquons une perte de masse entre 0 et 150 °C reliée à l’évaporation de l’eau. 

Entre 150 et 300 °C, un gain de masse associé à la réoxydation des sites métalliques est observé. Aux 

                                                           
a CH4 + CO2 = 2H2 + 2CO 
b CH4 + H2O = CO + 3H2 
c CO2 + H2 = CO + H2O 

Figure I-16 : Perte de masse des échantillons Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 après 12 h de stabilité à 750 °C en absence 
et en présence d'eau 
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températures supérieures à 300 °C, les pertes de masse observées sont reliées à l’oxydation du 

carbone produit durant le test de stabilité. L’eau semble avoir un effet positif sur l’efficacité du 

catalyseur en diminuant la quantité de carbone formée sous flux réactionnel. La présence d’eau 

pourrait donc améliorer la sélectivité du catalyseur à l’hydrogène et au monoxyde de carbone. La 

réaction de reformage à sec ou de vaporeformage serait donc favorisée par rapport à la réaction de 

craquage du méthane (équation II-5)a et la réaction de Boudouardb. Ceci est confirmé par un rapport 

H2/CO égal ou légèrement supérieur à 1 pour les deux catalyseurs en présence d’eau.  

De plus, les réactions de gazéification du carbone (équation II-13c et II-13’d) peuvent également avoir 

lieu dans ces conditions. Ces réactions secondaires sont thermodynamiquement favorisées à des 

températures supérieures à 670 °C. Le carbone formé est donc réoxydé par une molécule d’eau. Ceci 

justifie le dépôt sur la surface catalytique d’une quantité plus faible de carbone.  L’occurrence de cette 

réaction pourrait expliquer la résistance du Co2Ni2Mg2Al2 à la désactivation durant 12 h de test en 

présence d’eau.  

Une étude effectuée sur le reformage à sec seul ou en présence d’eau (reformage combiné) montre 

que la formation de carbone est atténuée en présence d’eau. Une faible désactivation est observée en 

présence d’eau par rapport au test en DRM tout seul qui se désactive complètement [102]. Une 

deuxième étude effectuée sur le reformage combiné en présence des catalyseurs à base de cobalt 

montre des résultats similaires. Dans ce cas, la présence d’eau dans le mélange réactionnel améliore 

le rendement en hydrogène et réprime la formation de carbone [103]. De plus, une étude effectuée 

sur des catalyseurs également à base de cobalt montre qu’en plus d’augmenter la résistance au dépôt 

de carbone, la présence d’eau a provoqué la diminution de la température à laquelle le CH4 et le CO2 

sont totalement convertis. Ce résultat n’est pas en accord avec ce que nous avons observé puisqu’en 

présence d’eau, la conversion du CO2 a diminué pour les deux catalyseurs étudiés. L’eau possède un 

pouvoir oxydant supérieur à celui du CO2. Cette propriété facilite l’interaction avec l’eau du CH4 et du 

carbone. L’eau pourrait alors réagir plus facilement que le CO2 avec le CH4, et diminuer la conversion 

de CO2, ainsi qu’avec le carbone déposé à la surface du catalyseur.  

En conclusion, des tests en isotherme à 750 °C et en montée de température sont effectués sur la série 

de catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 à deux concentrations différentes en respectant les teneurs en eau du 

biogaz réel. Les résultats des conversions des réactifs, du rapport H2/CO et du dépôt de carbone ont 

permis de montrer l’effet de l’eau sur l’activité et la stabilité des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

                                                           
a CH4 = C + 2H2 
b 2CO = C + CO2 
c H2O + C = CO + H2 
d 2H2O + C = CO2 + 2H2 
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Co2Ni2Mg2Al2. Le catalyseur Co2Ni2Mg2Al2 qui s’était désactivé durant les tests de stabilité sans 

impuretés à cause du dépôt excessif de carbone est resté relativement stable suite à l’ajout d’une 

faible quantité d’eau. Les résultats ATD-ATG confirment que l’eau réduit la formation de carbone. Ce 

phénomène pourrait être dû à la réaction de gazéification du carbone, favorisée en présence d’eau à 

des températures supérieures à 670 °C (équations II-13 et II-13’). Cette réaction provoque l’oxydation 

du carbone adsorbé et évite ainsi la formation de filaments qui entraine l’obstruction du réacteur. 

Nous allons par la suite étudier l’effet de l’oxygène, également un oxydant, sur la performance des 

catalyseurs en reformage à sec.  

IV.1.b Etude sur le reformage à sec du méthane en présence d’O2 

En général, l’oxygène est retrouvé dans les biogaz à des concentrations inférieures à 5%. Le biogaz 

provenant du centre d’enfouissement contient 4,5% d’oxygène alors que celui provenant du centre de 

méthanisation en contient 1%. 

Pour notre étude sur l’effet de l’oxygène, nous avons respecté la concentration d’O2 retrouvée dans le 

biogaz afin de reproduire les conditions réelles. Des tests de reformage à sec sont effectués en montée 

de température et en isotherme à 750 °C en présence de 1% d’O2 pour les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

le Co2Ni2Mg2Al2.  

Premièrement, les conversions de CH4 et de CO2 sont comparées pour le Co1Ni1Mg4Al2 et le 

Co2Ni2Mg2Al2 en absence et en présence d’oxygène (Figure I-17).  
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Les courbes de conversion montrent la même tendance pour tous les tests catalytiques. A des 

températures inférieures à 600 °C, la conversion de CO2 en présence d’oxygène est inférieure à celle 

en son absence. Cela montre que moins de CH4 est en train de réagir avec le CO2 car il réagit en partie 

avec l’oxygène à travers la réaction d’oxydation partielle (équation II-3)a. 

En plus de cela, nous remarquons une différence au niveau du rapport H2/CO (Figure I-18).  

En présence d’oxygène, le rapport H2/CO des catalyseurs étudiés est plus proche de la valeur 1 à des 

températures inférieures à 650 °C qu’en absence d’oxygène. La réaction de reformage à sec semble 

donc être favorisée par rapport aux réactions secondaires en présence d’oxygène. Au-delà de 700 °C, 

les valeurs observées en présence d’oxygène sont légèrement supérieures aux valeurs en absence 

d’oxygène (respectivement 0,98 et 0,9). Le rapport H2/CO se stabilise tout en restant inférieur à la 

                                                           
a CH4 + 1/2O2 = CO + 2H2 

Figure I-17 : Conversion de CH4 et de CO2 des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 en présence et en absence de 1% 
O2 en montée de température 

Figure I-18 : Rapport H2/CO des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 en présence et en absence de 1% O2 en montée 
de température 
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valeur idéale (= 1). Il se peut qu’en présence d’oxygène, les sites catalytiques de la réaction de DRM 

soient constamment régénérés grâce à l’élimination par oxydation du carbone adsorbé formé à partir 

des réactions secondaires. Ceci a permis de maintenir un rapport H2/CO constant et proche de 1 à des 

températures supérieures à 650 °C.  

Cette hypothèse est évaluée par la suite au cours de tests en isotherme à 750 °C. La conversion de CH4 

et de CO2 au cours des tests de stabilité en présence et en absence d’oxygène sont représentés dans 

la Figure I-19. 

 

Il est important de noter que le Co2Ni2Mg2Al2 qui s’est désactivé au bout de 3 h, est resté stable 

pendant 12 h de test en présence d’oxygène. Nous remarquons également une augmentation de la 

conversion de méthane en présence d’oxygène. Nous pouvons expliquer ce changement par l’ajout 

d’un oxydant qui réagit avec le méthane par l’oxydation partielle ou totale. Ces réactions étant 

exothermiques, le dégagement de chaleur pourrait être bénéfique pour la réaction de reformage à 

sec. 

Figure I-19 : Conversion CH4 et CO2 des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 en présence et en absence de 1% O2 à 
750 °C 
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De plus, en présence d’O2, la conversion de méthane est supérieure à celle de CO2. Ce phénomène, 

également observé en montée de température confirme qu’une partie du CH4 réagit avec l’oxygène. 

De plus, le CO2 peut être formé par la réaction d’oxydation totale du méthane ou par la réaction 

d’oxydation du carbone antérieurement formé par des réactions secondaires.  

En effet, l’oxygène présent dans le mélange réactionnel pourrait réagir avec le carbone déposé sur la 

surface du catalyseur à travers la réaction suivante (équation II-14) : 

C + O2 = CO2          (II-14) 

La production de CO2 à travers cette réaction peut justifier la présence d’une plus grande quantité de 

CO2 dans le gaz analysé, interprété comme une diminution de la conversion de CO2 par rapport au test 

en absence d’oxygène. Ce dernier pourrait également réagir avec le carbone suivant la réaction 

suivante pour former du CO (équation II-14’) : 

C + 1/2O2 = CO          (II-14’) 

L’occurrence de cette réaction va engendrer une surproduction du CO par rapport au H2 et donc la 

diminution du rapport H2/CO.  

L’évolution du rapport H2/CO avec le temps en absence et en présence d’O2 est présentée sur la Figure 

I-20.  

Les valeurs du rapport H2/CO < 1 confirment que des réactions secondaires ont lieu en parallèle à 

l’oxydation et au reformage du méthane. Dans le cas du Co1Ni1Mg4Al2, nous n’observons pas une 

diminution du rapport H2/CO ce qui nous amène à penser que c’est plutôt l’équation II-14 qui est 

prédominante.  

Figure I-20 : Rapport H2/CO des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Co2Ni2Mg2Al2 en présence et en absence de 1% O2 à 750 °C 
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Afin de quantifier le carbone formé durant la réaction, une analyse ATG est effectuée sur les 

échantillons après test (Figure I-21). Une différence majeure est remarquée au niveau de la quantité 

de carbone formé en présence du Co2Ni2Mg2Al2. Ce catalyseur a été complètement désactivé en 

reformage à sec sans impuretés. La présence d’oxygène a amélioré sa stabilité et lui a permis de rester 

actif pendant les 12 h de test. 

 Quant au catalyseur Co1Ni1Mg4Al2, resté stable en reformage à sec sans impuretés, la présence 

d’oxygène a permis de réduire la quantité de carbone formé après 12 h. En effet, l’oxygène oxyde le 

carbone formé suite à la décomposition du CH4 selon le schéma suivant : 

CH4 = C + 2H2 (x2)  

2C + O2 = 2CO 

Ces réactions améliorent la résistance du catalyseur à la désactivation par dépôt de carbone. De plus, 

une plus grande quantité molaire de H2 par rapport au CO permet d’expliquer la valeur H2/CO plus 

importante en présence d’O2 qu’en son absence notée sur la Figure I-20.  

Plusieurs études ont comparé la quantité de carbone formée en présence et en absence d’oxygène 

durant la réaction de reformage à sec du méthane [102], [104], [105]. Ils ont remarqué que 

l’oxyreformage influence non seulement la quantité mais également le type de carbone formé. En 

reformage à sec, le carbone graphitique est prédominant. Alors qu’en oxyreformage, le carbone le plus 

abondant est sous forme amorphe ou atomique [102]. Ce type de carbone est plus facile à éliminer 

par oxydation. De plus, plusieurs études effectuées sur l’oxyreformage ont également souligné 

l’augmentation de la conversion de CH4 ainsi que la diminution de la conversion de CO2 en présence 

d’oxygène [105].  

Figure I-21 : Perte de masse des échantillons après 12 h de stabilité à 750 °C en absence et en présence de 1% d’oxygène 

2CH4 + O2 = 4H2 + 2CO 
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En résumé, les tests effectués en isotherme et en montée de température en présence de 1% O2 

montrent l’effet bénéfique de cette molécule. Elle possède un pouvoir oxydant supérieur à celui du 

CO2, ce qui améliore la performance du catalyseur. L’avantage principal de cette molécule est sa 

capacité à réoxyder le carbone formé et accumulé sur la surface du catalyseur. Ceci permet d’éviter la 

désactivation par dépôt de carbone et de maintenir la stabilité du catalyseur. Nous avons également 

remarqué la formation de moins de carbone en présence d’O2 (1%) qu’en présence de H2O (2%) ou de 

CO2 (2%) (respectivement 2% < 4% < 8% pour Co1Ni1Mg4Al2 et 10% < 30% < 45% pour Co2Ni2Mg2Al2). 

Au final, la présence de l’eau et de l’oxygène dans le mélange réactionnel aux proportions déjà 

mentionnées semble apporter un effet bénéfique au comportement catalytique. Ceci est dû au pouvoir 

oxydant de ces deux composés qui va augmenter la durée de vie du catalyseur en améliorant sa 

résistance à la formation d’un dépôt de carbone. Après avoir étudié l’influence des molécules 

oxygénées, nous nous sommes intéressés à l’effet de la présence de molécules riches en carbone sur 

l’efficacité du catalyseur. Nous avons donc évalué la réaction de reformage à sec du méthane en 

présence des deux familles d’impuretés majoritaires dans le biogaz : les aromatiques et les terpènes. 

Pour représenter l’effet de ces deux familles, le toluène et le limonène sont choisis comme molécules 

modèles.  

IV.1.c Etude sur le reformage à sec du méthane en présence de toluène 

Afin de déterminer l’effet des BTEX sur la performance des catalyseurs, des tests de 

reformage à sec en isotherme sont effectués en présence de toluène (Figure I-22). Ce 

composé, également appelé méthylbenzène, est choisi comme molécule modèle 

puisqu’il est généralement retrouvé dans la majorité des biogaz. De plus, il est moins 

toxique que le benzène envers le manipulateur. Cette molécule est formée d’un noyau 

aromatique et est stable à température ambiante. Sa décomposition thermique n’a 

lieu qu’à des températures supérieures à 1000 °C [106], [107]. Les concentrations 

choisies sont en accord avec celles retrouvées dans le biogaz analysé : 

 une concentration de toluène minimale de 250 ppm représentant la concentration la plus 

élevée d’un COV  

 une concentration maximale de 900 ppm représentant la concentration de l’ensemble des 

COV dans le biogaz.  

Des tests de stabilité à 750 °C sont effectués sur tous les catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2. Dans ce 

manuscrit, nous allons présenter les résultats obtenus en présence du Co1Ni1Mg4Al2 et du 

Co2Ni2Mg2Al2.  

C7H8 

Figure I-22 : 
Structure 

moléculaire du 
toluène 



 Valorisation catalytique du biogaz 

110 
 

 

La Figure I-24 représente la conversion de CH4 en fonction du temps en absence et en présence de 

toluène. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

Le catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 est resté stable et actif pendant les 12 h de test, en absence et en présence 

de toluène. Par contre, le Co2Ni2Mg2Al2 s’est désactivé après 3 h de test. La quantité de carbone qui 

s’est formé en présence du Co2Ni2Mg2Al2 a causé le blocage du réacteur et a empêché le passage du 

mélange gazeux à travers le lit catalytique. Cette désactivation a également été observée en absence 

de toluène ce qui montre que la désactivation du catalyseur n’a pas été causée uniquement par la 

présence de toluène.  

Figure I-23 : Evolution de la conversion de CH4 en fonction du temps dans des tests de stabilité à 750 °C en absence et en 
présence de différentes concentrations de toluène 



 Valorisation catalytique du biogaz 

111 
 

La différence observée au niveau de l’activité des catalyseurs en présence et en absence de toluène 

ne semble pas être significative. Le toluène semble donc ne pas avoir d’effet sur l’activité, mais sur la 

sélectivité des catalyseurs à la réaction de reformage à sec. En effet, les analyses thermiques des 

échantillons après 12 h de test montrent que la quantité de carbone produite en présence de toluène 

est supérieure à celle produite en absence de toluène. Ceci est déduit de la perte de masse liée à 

l’oxydation du carbone formé durant le test (Figure I-24). La présence de toluène semble donc favoriser 

les réactions secondaires (craquage du méthane ou réaction de Boudouard) par rapport à la DRM.  

 

Figure I-24 : Perte de masse liée au carbone formé durant les tests de stabilité à 750 °C en absence et en présence de 
différentes concentrations de toluène 
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Ce résultat est confirmé par une deuxième série de tests de stabilité à 750 °C effectués en présence de 

concentrations croissantes de toluène. Cette étude, qui a eu lieu en présence du catalyseur 

Co1Ni1Mg4Al2800, a démontré une relation directe entre la présence plus ou moins forte du toluène et 

la production du carbone par le biais de réactions secondaires (Figure I-25).  

La présence de toluène semble favoriser les réactions secondaires, produisant du carbone, aux dépens 

de la réaction de reformage à sec. Pour déterminer le type de carbone formé durant la réaction, 

l’analyse thermogravimétrique des échantillons récupérés après test en absence et en présence de 

toluène est couplée à une analyse thermique différentielle (Figure I-26).  

Figure I-25 : Analyses thermiques gravimétrique des échantillons Co1Ni1Mg4Al2 après test de stabilité à 750 °C en 
présence de différentes concentrations de toluène 
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Les analyses ATD montrent plusieurs pics exothermiques entre 450 et 600 °C. Ces pics sont reliés aux 

pertes de masses observée en ATG (Figure I-25). Comme mentionné précédemment, le carbone oxydé 

entre 400 et 500 °C est le carbone filamenteux. Il peut s’oxyder au fur et à mesure de la réaction. Par 

contre, s’il s’accumule à la surface du catalyseur, il peut provoquer sa désactivation ainsi que le blocage 

du réacteur.  

Dans notre cas, l’activité du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 est restée stable même en présence d’une haute 

concentration de toluène (1700 ppm). Contrairement au catalyseur Co2Ni2Mg2Al2, le Co1Ni1Mg4Al2 

semble favoriser la réoxydation partielle du carbone. Cette caractéristique lui confère un atout contre 

la désactivation par dépôt de carbone et blocage des sites actifs ou du réacteur.  

Le pic exothermique observé aux alentours de 600 °C est associé au carbone graphitique ([49], [95], 

[96]). Ce type de carbone est moins réactif et donc plus difficile à oxyder. Cela veut dire que la 

formation de carbone graphitique entraine un plus grand risque de désactivation.  

Dans notre cas, il semblerait que la quantité de carbone (filamenteux ou graphitique) accumulée 

durant les 12 h de test soit insuffisante pour provoquer une certaine désactivation. Il se peut que 

l’hétérogénéité de la surface du Co1Ni1Mg4Al2 observée en MEB (Figure I-9 en page 92) engendre 

Figure I-26 : Analyses thermiques différentielles des échantillons Co1Ni1Mg4Al2 après test de stabilité à 750 °C en 
présence de différentes concentrations de toluène 
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l’accumulation du carbone à certains endroits plus que d’autres. Le catalyseur maintient par la suite 

une certaine stabilité. Il faudra donc garder le catalyseur sous flux plus longtemps afin d’observer une 

éventuelle désactivation. 

Les techniques d’analyse ont permis de déterminer les différents types de carbone produits durant le 

test de reformage à sec. Ce carbone provient de réactions secondaires comme la réaction de 

Boudouard ou le craquage de méthane. La décomposition du méthane est une réaction 

endothermique. En effet, la température à laquelle s’est produit le test favorise la réaction de craquage 

du méthane. De plus, le surplus de carbone produit en présence de cette molécule pourrait également 

être formé par la réaction de craquage du toluène (équations II-15 et II-15’) [68], [108].  

C7H8 = 7C + 4H2    ∆H(298 K) = -73 kJ/mol   (II-15) 

Le craquage du toluène peut également former plusieurs sous-produits carbonés : 

C7H8 = C + H2 + CH4 + C2H4 + C6H6 + …      (II-15’) 

Pour valider cette hypothèse, un test catalytique à 750 °C a été effectué pendant 12 h en présence de 

900 ppm de toluène dilué dans l’argon, sur le Co1Ni1Mg4Al2. En présence du toluène seul, uniquement 

la réaction de sa décomposition peut avoir lieu. Le carbone formé suite à cette décomposition 

correspond à la quantité de carbone maximale qui pourrait provenir du toluène. Les résultats de 

l’analyse thermique effectuée sur l’échantillon récupéré montrent la formation d’une faible quantité 

de carbone amorphe et filamenteux associée à une perte de masse de 18% (Figure I-27). 

Figure I-27 : Analyse thermique de l’échantillon Co1Ni1Mg4Al2 après test de stabilité de 12 h en présence d'un 
mélange gazeux de toluène dilué dans l'argon 
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Cette réaction n’explique donc pas l’augmentation de dépôt de carbone de 8 à 45% en présence de 

toluène. La deuxième hypothèse émise est que le toluène augmente le dépôt de carbone en favorisant 

la réaction de décomposition du méthane.  

En présence de CO2 et à des températures supérieures à 520 °C, le reformage du toluène est 

thermodynamiquement possible. Des réactions secondaires peuvent avoir lieu en même temps que le 

reformage, notamment les réactions de craquage thermique (équation II-15a et II-15’b). Par contre, à 

partir de 750 °C, quasiment tout le toluène est transformé en gaz de synthèse par la réaction de 

reformage du toluène (équation II-16). 

C7H8 + 7CO2 = 14CO + 4H2   ΔH(298 K) = 1157 kJ/mol   (II-16) 

Cela signifie que les réactions secondaires mettant en jeu le toluène sont défavorisées à cette haute 

température. Le toluène et le méthane interagissent avec le catalyseur au niveau de ses sites 

métalliques. L’adsorption des molécules sur les sites actifs est suivie par la rupture de la liaison C-H 

[109]. Dans notre cas, ces sites se trouvent au niveau du cobalt et du nickel. En revanche, le dioxyde 

de carbone s’adsorbe et se dissocie au niveau des sites basiques [110]. Après ajout du toluène dans le 

mélange réactionnel, le même nombre de molécules de CO2 qui interagissait auparavant avec le 

méthane interagissent alors avec un mélange de CH4 et de C7H8. Par contre, la réaction de reformage 

du toluène est favorisée à des températures plus basse que le reformage à sec du méthane 

(respectivement 300 et 650°C). A la température utilisée, le CO2 pourrait trouver plus de facilité à réagir 

avec le toluène qu’avec le CH4. Ainsi, une molécule de CH4 qui s’est adsorbée ne pourra pas réagir avec 

autant de CO2. Le CH4 adsorbé sera par la suite transformé en hydrogène et C par la réaction de 

craquage du méthane. Ceci explique l’augmentation du dépôt carboné en présence de toluène. 

Laprune et al. [111] ont étudié l’effet de la présence de naphtalène, pinène et toluène sur la 

performance de catalyseurs à base de Ni et Rh en vaporeformage dans des tests en isotherme de 24 h. 

A 700 °C, le catalyseur à base de Ni s’est désactivé après 18 h de test. A température supérieure ou 

égale à 800 °C, aucune désactivation n’est remarquée. Par contre, une grande quantité de carbone 

filamenteux s’est formée sur la surface du catalyseur en présence de toluène [111]. Ces résultats 

retrouvent nos observations. Les analyses ATD (Figure I-26) confirment que le type de carbone formé 

durant le test est principalement le carbone filamenteux, attribué au pic exothermique à 450 °C en 

ATD.  

                                                           
a C7H8 = 7C + 4H2 
b C7H8 = C + H2 + CH4 + C2H4 + C6H6 + … 
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En conclusion, le toluène ne semble pas avoir d’effet sur l’activité du catalyseur mais plutôt sur sa 

stabilité. Le toluène étant une molécule plus réactive que le méthane, la réaction de reformage du 

toluène aura lieu aux dépens de la DRM. Ainsi, l’adsorption et la dissociation de CH4 formera du 

carbone plutôt que les produits de la DRM. En présence de toluène, la formation de carbone est donc 

plus rapide, et sa réoxydation est plus lente. Au final, ces concentrations de toluène (représentant les 

composés aromatiques du biogaz) entrainent la production de plus de carbone mais ne provoquent 

pas la désactivation complète des catalyseurs.  

IV.1.d Etude sur le reformage à sec du méthane en présence de limonène 

Le limonène (Figure I-28) est une molécule appartenant à la famille des terpènes. 

Ces molécules sont produites durant la méthanisation à partir de bois, d’herbes, 

de produits végétaux et d’additifs alimentaires. Le limonène est un dipentène 

considéré parmi les terpènes les plus importants. Pour cela, nous l’avons choisi 

comme molécule modèle pour représenter la famille des terpènes présents dans 

le biogaz. Dans la littérature, aucune étude sur le reformage à sec du limonène ou 

en présence du limonène n’est effectuée. Dans le but d’étudier l’effet du limonène 

sur l’efficacité des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2, nous avons effectué des tests en 

isotherme à 750 °C en présence de 200 ppm de limonène. Cette valeur représente 

la concentration de limonène retrouvée dans le biogaz provenant du centre de 

biométhanisation. Le limonène se dégrade facilement à partir de 450 °C. Les 

sous-produits de la dégradation sous air sont le CO, CO2 et H2. En absence d’oxygène, le p-cymenène, 

p-cymène et le carvone peuvent également être obtenus en fonction de la température de la réaction 

[112], [113]. Au cours de cette étude, nous nous sommes également intéressés aux sous-produits de 

la dégradation du limonène à température ambiante et à 750 °C (température du test).  

C10H16 

Figure I-28 : 
Structure 

moléculaire du 
limonène 
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Les tests de stabilité à 750 °C en présence de 200 ppm de limonène sur les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

Ni2Mg4Al2 sont présentés dans la Figure I-29. 

En observant la conversion de CH4 et CO2 pendant les 12 h de tests, nous ne remarquons pas de 

désactivation liée à la présence de limonène. Aucune influence significative sur la stabilité du 

catalyseur ne semble être l’effet direct de la présence de cette molécule dans le mélange réactionnel. 

Le limonène étant thermiquement instable, la chromatographie en phase gazeuse utilisée pour 

l’analyse des gaz en sortie de réacteur est couplée à un spectromètre de masse pour la séparation et 

l’identification des sous-produits du limonène. 

 

 

 

 

Figure I-29 : Conversion CH4 et CO2 des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2 à 750 °C en présence de 200 ppm de 
limonène 
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Les sous-produits détectés dans le mélange à température ambiante et à 750 °C en absence et en 

présence de catalyseur sont répertoriés dans le Tableau I-2. 

Tableau I-2 : Les sous-produits provenant de la décomposition du limonène à température ambiante et à 750 °C avec ou 
sans catalyseur 

Température ambiante A 750 °C sans catalyseur A 750 °C avec catalyseur 

 Cyclopentène X 

 Benzène X 

Toluène Toluène X 

 Ethylbenzène X 

 O-xylène X 

 Styrène X 

 p-xylène X 

 Benzène-1-éthyl-2-méthyl X 

 Méthylstyrène X 

Terpinol Terpinol X 

P-cymène P-cymène X 

Limonène Limonène X 

Terpinène Terpinène X 

4-carène 4-carène X 

A 750 °C, un plus grand nombre de composés sont détectés qu’à température ambiante dans le 

mélange gazeux. Ces composés proviennent de la dégradation thermique du limonène. McGraw et al. 

[112] ont étudié la dégradation de différents terpènes, notamment le camphène, le limonène, le 

carène et le terpinène. Ils ont également analysé le gaz par chromatographie couplée à un 

spectromètre de masse et ont identifié plusieurs sous-produits comme le cymène et le carène 

également retrouvés dans notre mélange de gaz [112]. De plus, ce tableau montre qu’en présence 

d’un catalyseur, les composés formés par la dégradation du limonène sont complètement convertis en 

CH4, H2 ou C. 

Cette molécule carbonée pourrait suivre le même mécanisme réactionnel que le méthane ou le 

toluène. Il est très probable que le limonène ou ses sous-produits s’adsorbent sur les sites actifs du 

catalyseur, notamment au niveau du cobalt ou du nickel. Les liaisons C-H sont par la suite rompues et 

le carbone est déposé sur la surface catalytique. Il peut par la suite devenir un intermédiaire 
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réactionnel et réagir avec l’oxygène produit par la dissociation du CO2. Il peut également polymériser 

avec d’autres atomes de carbone au cas où la dissociation du CO2 est plus lente que celle du CH4.  

Les résultats obtenus en ATG nous permettent également de comparer la perte de masse liée au 

carbone en présence de limonène et de toluène à concentrations proches (L200 et T250) (Tableau I-3). 

Tableau I-3 : Perte de masse liée au carbone observée en ATG sur les échantillons après test de stabilité à 750 °C 

 xx T250 L200 

Ni2Mg4Al2 6% 19% 10% 

Co1Ni1Mg4Al2 8% 13% 15% 

Le Tableau I-3 indique que la présence d’impuretés hydrocarbonées (toluène ou limonène) dans le 

mélange réactionnel augmente la quantité de carbone formé. Il semblerait que pour le catalyseur 

Co1Ni1Mg4Al2, la nature de l’impureté (toluène ou limonène) n’a pas d’influence significative sur la 

quantité de carbone. En revanche, sur Ni2Mg4Al2, plus de carbone est formé en présence de toluène 

qu’en présence de limonène. La présence de cobalt dans le Co1Ni1Mg4Al2 pourrait être à l’origine de 

cette différence. Afin de mieux comprendre ce phénomène, il faudra mener des tests dans des 

conditions variées et suivre l’adsorption du limonène et du toluène.  

En conclusion, le limonène, ou plus généralement les terpènes, formés suite à la méthanisation des 

déchets organiques ne semblent pas avoir un effet direct sur la stabilité des catalyseurs. Par contre, 

les analyses ATG montrent une augmentation du taux de carbone formé durant le test en présence du 

limonène. Cet effet est similaire à celui des composés aromatiques, notamment le toluène que nous 

avons également étudié en reformage à sec du méthane.   

IV.2 Tests sur mélanges d’impuretés 

Les résultats des tests de reformage à sec du méthane en présence d’eau et de toluène 

individuellement montrent l’effet opposé de ces deux impuretés sur le taux de carbone formé durant 

la réaction. Puisque le biogaz réel contient à la fois du toluène et de l’eau, des tests de stabilité en 

présence d’un mélange des deux impuretés sont effectués. Les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

Co2Ni2Mg2Al2 sont mis en contact avec un mélange réactionnel de gaz contenant 2% d’eau et des 

concentrations de toluène de 250 et 900 ppm, en plus du méthane et du dioxyde de carbone. Ces tests 

effectués à 750 °C pendant 12 h ont permis de déterminer l’effet cumulé de ces deux molécules. 
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Les résultats du Co1Ni1Mg4Al2 obtenus à partir des tests de stabilité avec plusieurs traitements 

(+2H2O, +T250, +T900, +2H2O-T250 et +2H2O-T900) sont présentés dans la Figure I-30.  

Ce graphe représente les valeurs respectives après 12 h de test. Le catalyseur maintient sa stabilité 

pendant la durée du test quel que soit le traitement imposé. La conversion de CH4 varie faiblement 

entre 80 et 85%. Les variations de la conversion de CO2 sont plus prononcées (entre 78 et 91%) à cause 

du pouvoir oxydant de l’eau ainsi que la réaction inverse de gaz à l’eau remarquée dans les études 

précédentes. La différence majeure entre les différents traitements est observée au niveau de la perte 

de masse due à l’oxydation du carbone. Nous avions déjà remarqué l’effet néfaste du toluène. L’étude 

en présence des deux impuretés montre l’effet bénéfique de l’eau même en présence de toluène. En 

effet, l’eau a fortement réduit le dépôt de carbone formé durant le test (de 45% pour 900 ppm de 

toluène à 12% pour 900 ppm de toluène et 2% H2O). 

 

 

 

Figure I-30 : Conversion de CH4 et CO2, le rapport H2/CO et la perte de masse liée au carbone du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 
dans différentes conditions de test de stabilité à 750 °C après 12 h de test 
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La même tendance est remarquée pour le Co2Ni2Mg2Al2 (Figure I-31).  

Ce catalyseur s’est désactivé après 5 h de test en absence d’eau. En ajoutant 2% d’eau, l’activité du 

catalyseur est restée stable pendant les 12 h de test. En revanche, la quantité de carbone produite 

durant ce traitement (2H2O-T900) est proche de celle produite pendant 3 h de test T900. Ce résultat 

suggère que l’effet de l’eau, même si bénéfique, pourrait être atténuée par l’effet du toluène.  

Ces tests ont permis de montrer deux résultats majeurs : 

 en présence d’eau, les deux catalyseurs restent actifs pendant 12 h de test, même en présence 

de toluène. Cela montre l’effet positif de la présence d’eau sur la stabilité et l’activité du 

catalyseur.  

 en comparant l’effet du mélange à l’effet de chaque impureté seule, le toluène cause 

l’augmentation de la quantité de carbone formé et l’eau provoque sa diminution. Le mélange 

des deux aboutit à une quantité de carbone intermédiaire.  

 

 

Figure I-31 : Graphe représentant la conversion de CH4 et CO2, le rapport H2/CO et la perte de masse liée au carbone du 
catalyseur Co2Ni2Mg2Al2 dans différentes conditions de test de stabilité à 750 °C après 12 h de test 
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Ces tests ont permis de montrer l’effet dominant de l’eau par rapport à celui du toluène. Ces résultats 

sont prometteurs puisqu’ils démontrent que la valorisation du biogaz réel est possible dans les 

conditions de l’expérience. Par conséquent, un biogaz contenant 900 ppm de COV et 2% d’eau pourra 

être converti en gaz de synthèse sans désactivation. Ces résultats montrent l’intérêt de poursuivre 

cette étude avec plus de mélanges et de se rapprocher de plus en plus de la composition du biogaz 

réel.  

Nous allons continuer nos travaux sur les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et le Ni2Mg4Al2. Ces deux 

catalyseurs ont maintenu un degré d’activité élevé et stable pendant les tests de 12 h en absence et 

en présence d’impuretés. Ces résultats suggèrent que ces combinaisons de métaux de transition 

favorisent la réaction de reformage à sec aux dépens des autres réactions secondaires. Leurs 

résistances au frittage ainsi qu’à la désactivation par dépôt de carbone les rendent très intéressants 

pour la partie suivante de l’étude. Nous allons donc sélectionner ces deux catalyseurs pour mener les 

tests de stabilité en présence de biogaz réel. 

IV.3 Tests sur biogaz réel 

Le but final de cette étude est de valoriser par la réaction de reformage à sec du méthane le biogaz 

issu du centre d’enfouissement. Ce biogaz est formé par la méthanisation de déchets organiques. Il est 

ensuite acheminé vers une centrale de valorisation où il est purifié. Les composés minoritaires comme 

le H2S, les COV et les terpènes sont éliminés par plusieurs étapes de purification (Partie 1-V.1.c, page 42 

et V.1.d, page 44).  

Grâce à un système de prélèvement et de compression de gaz, nous avons prélevé du biogaz provenant 

de la centrale de purification à Opale Environnement. Le biogaz réel est introduit dans le montage à 

partir d’un système de prélèvement (Figure I-32). Ce système a rendu possible le stockage de biogaz 

provenant de l’unité de purification à Opale Environnement. L’entrée de gaz du système est liée au 

réseau de biogaz au niveau des différents points de prélèvements (Partie 1-IV.1, Figure IV-1, page 31). 

Le biogaz est pompé du circuit et stocké dans le réservoir pouvant contenir jusqu’à 50 L de gaz.  

La sortie du système plein est alors reliée au mélangeur du montage du test (Annexe II-5). Un système 

de vanne pour permettre l’entrée et la sortie des gaz est contrôlé par un coffret de commande. Le 

débit à l’entrée du réacteur est régulé par un débitmètre massique. 
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Figure I-32 : Schéma du système de prélèvement du biogaz : vue de haut 

Pour effectuer des tests de stabilité en conditions réelles, nous avons extrait du biogaz au niveau des 

points 3 et 4 de prélèvement (Partie 1-IV.1, Figure IV-1, page 31). Ces points représentent 

respectivement le biogaz avant élimination des COV et des siloxanes et le biogaz traité.  

La composition respective de ces biogaz est rappelée dans le Tableau I-4. 

Tableau I-4 : Rappel de la composition du biogaz avant élimination des COV (point 3) et du biogaz traité (point 4). 
Composition complète du biogaz dans la partie 1-VI, Tableau VI-1, page 53) 

 Biogaz COV Biogaz traité 

CH4 (%) 33 

CO2 (%) 26 

N2 (%) 33 

H2O (%) 0* 

O2 (%) 4,5* 

Composés carbonés 

légers (ppm) 
224 

Alcanes (ppm) 34 25 

BTEX (ppm) 0 38 

Terpènes (ppm) 0 0 

Azotés (ppm) 83 86 

*ces valeurs sont déterminées durant les analyses propres à Opale Environnement effectuées aux points 1 et 4 de nos 

prélèvements (Partie 1-IV.1, Figure IV-1, page 31). Ils ne montrent donc pas la différence entre le point 3 (Biogaz COV) et le 

point 4 (biogaz traité). 
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Cette étape de purification est mise en place pour éliminer les composés organiques volatils ainsi que 

les siloxanes. D’après nos analyses, la majorité des COV sont éliminés à l’étape de désulfuration du 

biogaz sur charbon actif. Cela explique les différences mineures au niveau de la composition du biogaz 

avant et après traitement des COV. Par contre, nous n’avons pas suivi l’évolution de la concentration 

du biogaz en siloxanes durant nos analyses. Nous n’avons donc aucune donnée sur la quantité de 

siloxanes présents dans le biogaz au point de prélèvement 3. Enfin, les analyses effectuées par Opale 

Environnement montrent une teneur quasi-nulle en siloxanes au niveau du biogaz traité. 

Pendant notre étude, des tests catalytiques de 12 h en isotherme à 750 °C sont effectués en présence 

de ces deux gaz sur les catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2. Les résultats de ces tests sont présentés 

dans la Figure I-33.  

En présence de biogaz traité, les catalyseurs sont restés stables pendant les 12 h de test. Aucune 

désactivation n’est remarquée. Nous avons comparé la conversion du méthane et du dioxyde de 

carbone en présence du biogaz à celles en présence du gaz synthétique (20% CH4, 20% CO2 et 60% Ar). 

Figure I-33 : Conversion CH4 et conversion CO2 des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2 en présence du biogaz réel 
avant et après purification 
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La différence la plus importante se présente au niveau de la conversion de CO2. En effet, en présence 

de gaz synthétique xx, la conversion de CO2 est généralement supérieure à celle du méthane.  

Par contre, en présence du biogaz, la conversion de CO2 semble être légèrement inférieure à celle du 

méthane. Le biogaz traité déjà analysé contient 32% de méthane et 27% CO2. L’excès de méthane 

réagit avec des composés différents du CO2. Ceci est probablement dû à la présence d’une faible 

quantité d’O2 et de H2O. Le CH4 serait donc en train de réagir avec le CO2 majoritaire et le H2O et O2 

minoritaires à 1,5 et 4,5% respectivement (Partie 1-VI, Tableau VI-1, page 53). Nous avons déjà 

remarqué dans nos expériences sur le gaz synthétique en présence d’eau et d’oxygène que la 

conversion de CO2 diminue par rapport au mélange sans impuretés (Figure I-14 (H2O) et Figure I-19 

(O2)). 

L’évolution du rapport H2/CO est présentée dans la Figure I-34. Ce rapport est maintenu stable en 

fonction du temps en présence du biogaz traité. En présence des deux catalyseurs, le rapport est 

supérieur à 1. Ceci est dû à la réaction de gaz à l’eau (équation II-12) dans laquelle l’eau réagit avec le 

CO pour produire de l’hydrogène et du CO2. En présence d’eau, le rapport H2/CO augmente et la 

conversion de CO2 diminue. Ces résultats sont observés durant nos expériences en présence d’eau 

(IV.1.a, page 98). 

Par contre, bien que ces catalyseurs soient très performants en présence de gaz synthétique et en 

présence de biogaz traité, ils se désactivent rapidement en présence de biogaz non traité. Après 3 h 

de test, nous observons une désactivation complète du Co1Ni1Mg4Al2 et du Ni2Mg4Al2.  

Figure I-34 : Variation du rapport H2/CO des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2 en fonction du temps en présence de 
biogaz traité ou non traité 
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Afin de déterminer la raison de cette désactivation, les échantillons récupérés après test sont étudiés 

en analyse thermique (Figure I-35). 

Pour tous les échantillons, la perte de masse après 12 h de test n’excède pas les 8%. En effet, comme 

l’indique la Figure I-35, très peu de carbone est formé pour tous les traitements qui sont entrepris. La 

désactivation n’est donc pas causée par le dépôt de carbone. 

La présence d’oxygène pourrait également provoquer la désactivation des catalyseurs en réoxydant 

les sites actifs Ni0 et Co0. Afin d’explorer cette hypothèse, nous avons analysé les échantillons Ni2Mg4Al2 

et Co1Ni1Mg4Al2 en DRX. 

Figure I-35 : Analyse ATG des échantillons Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2 après test en présence de biogaz traité ou non traité 
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La Figure I-36 représente les résultats des analyses DRX des échantillons calcinés, réduits, et testés en 

reformage à sec sans impuretés (xx), en présence du biogaz traité et du biogaz à l’entrée des COV.  

  

Figure I-36 : Diffractogramme de rayons X des catalyseurs a) Ni2Mg4Al2 et b) Co1Ni1Mg4Al2 avant et après test de 
stabilité à 750 °C  

(1 : Carbone graphitique JCPDS N°41 1487; 2 : Ni cubique  JCPDS N°65 0380 / Co cubique  JCPDS N°15 0806 ; 
3 : MgO périclase JCPDS N°74 1225 / NiO JCPDS N°65 2901 / CoO JCPDS N°65 2902)  

a) 

b) 
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En observant les résultats obtenus en présence du catalyseur Ni2Mg4Al2 (Figure I-36 a), nous 

remarquons premièrement la présence d’un pic de carbone graphitique (2θ = 26°) uniquement après 

test de reformage à sec sans impuretés. Cette constatation confirme les résultats de l’analyse 

thermique qui montrent que le plus grand dépôt de carbone (6% de perte de masse liée au carbone) 

est obtenu à l’issu des tests sans impuretés. De plus, il est très intéressant de s’attarder sur les raies 

de diffraction représentant les espèces réduites (2θ = 44 et 52°). Les raies figurant à ce niveau 

représentent les espèces métalliques (Co0 ou Ni0). Ces raies sont présentes pour le catalyseur réduit 

ainsi qu’après test de reformage à sec en absence d’impureté (xx) et en présence de biogaz traité (B 

traité). Par contre, elles sont absentes pour le Ni2Mg4Al2 calciné et après test en présence de biogaz à 

l’entrée des COV. En effet, les diffractogrammes de ces deux échantillons sont très proches ce qui 

renforce la désactivation par réoxydation des sites actifs. 

Ce phénomène a déjà été remarqué par certains chercheurs ayant effectué des études sur des 

catalyseurs à base de nickel. Jabbour et al. [114] ont constaté une désactivation rapide de leurs 

catalyseurs à base de nickel durant leurs tests de reformage combiné. De plus, Itkulova et al. [103], 

[115] et Schanke et al. [116] ont remarqué la réoxydation du cobalt par les espèces oxydantes comme 

le O2, le H2O et même le CO2 présents dans le mélange réactionnel.  

A partir de l’analyse thermique, il est possible de visualiser la réoxydation des sites actifs. Celle-ci se 

traduit par un gain de masse à des températures inférieures à 300 °C. Dans le cas du Ni2Mg4Al2 après 

test en présence de biogaz non traité, ce catalyseur ne se réoxyde pas (Figure I-35). Cette observation 

va également dans le sens d’une réoxydation complète. 

Par contre, dans notre cas, les analyses DRX du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 (Figure I-36 b) montrent la 

présence de certaines espèces réduites même après test.  Cela pourrait signifier que la réoxydation 

des espèces métalliques n’est pas la seule raison pour la désactivation des catalyseurs. De plus, dans 

le cas du Co1Ni1Mg4Al2, nous pouvons observer sur l’analyse thermique une réoxydation des sites 

actifs. Ceci confirme que certaines espèces sont encore réduites même après test. 

Dans nos expériences précédentes, nous avons étudié l’effet de 1% d’O2 sur l’activité et la stabilité des 

catalyseurs. Aucun signe de désactivation n’a été remarqué durant les 12 h de test. Il se peut que cette 

concentration d’oxygène ne soit pas suffisante pour entrainer la réoxydation des sites catalytiques. Vu 

que le biogaz analysé contient 4% d’oxygène, les résultats obtenus suite aux tests effectués au 

laboratoire en présence de 1% d’oxygène pourraient ne pas être comparables ni représentatifs de ce 

qui se passe en présence du biogaz. Par contre, la présence d’espèces réduites dans le catalyseur 

Co1Ni1Mg4Al2 après le test en présence de biogaz COV remarqué en DRX et en ATG nous fait penser 

que la seule présence de O2 n’est pas suffisante pour la désactivation des catalyseurs. De plus, 
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l’efficacité des catalyseurs en présence de biogaz traité contenant également 4% d’oxygène nous 

pousse à réfuter l’hypothèse de la désactivation par réoxydation des sites actifs. 

Les deux biogaz testés sont prélevés avant et après l’étape d’élimination des COV et des siloxanes. Les 

COV qui sont présents dans le biogaz non traité pourraient être à l’origine de cette désactivation. Par 

contre, nous avons déjà étudié le comportement des catalyseurs en présence de molécules modèles 

des composés aromatiques (toluène) et des terpènes (limonène). Les résultats obtenus montrent que 

ces deux molécules ne provoquent pas l’empoisonnement et la désactivation du catalyseur mais 

augmentent la formation du dépôt de carbone. Or, dans l’analyse thermique sur les échantillons après 

test sur biogaz non traité, nous n’observons pas de carbone. De plus, les analyses de la composition 

du biogaz montrent qu’au niveau de cette étape, le biogaz ne contient pas une forte concentration de 

COV. La quantité totale de COV mesurée dans le biogaz à l’entrée des COV est de 280 ppm. D’après 

nos analyses de biogaz, la majorité des COV sont éliminés à l’étape de désulfuration sur charbon actif 

(Partie 1-V.1.c, Tableau V-1, page 43). En plus, cette valeur est proche ou inférieure aux concentrations 

utilisées durant les tests en présence de limonène et toluène (entre 200 et 900 ppm). Ce n’est donc 

pas la présence de COV qui provoque la désactivation des catalyseurs. 

Durant les analyses effectuées sur site, les siloxanes et les composés halogénés ne sont pas quantifiés. 

Ces composés sont généralement retrouvés dans le biogaz provenant des centres d’enfouissement [9], 

[117], [118]. Les siloxanes sont décrits dans la bibliographie comme ayant un effet négatif sur l’activité 

des catalyseurs en vaporeformage du méthane [119]. En présence d’O2 ou H2O, les siloxanes se 

décomposent et forment une molécule de SiO2. Ce composé s’adsorbe sur le catalyseur et provoque 

sa désactivation [9], [119]. Le mécanisme de désactivation par siloxanes en reformage à sec est jusqu’à 

maintenant inconnu [9]. La désactivation par des halogènes est également décrite dans la littérature 

[120], [121]. Mortensen et al. [122] ont étudié l’effet du chlore sur un catalyseur à base de nickel. En 

présence de cette molécule, le catalyseur est devenu de moins en moins actif au cours des 40 h de test 

[122]. Kohn et al. [123] étudient l’effet du CH3Cl sur l’efficacité catalytique de catalyseurs à base de 

nickel en reformage du biogaz. Cette molécule a provoqué l’augmentation de l’acidité de la surface du 

catalyseur. Par la suite elle a provoqué une diminution de la sélectivité au CO. Ils ont également 

démontré que l’effet de cette molécule s’affaiblit avec l’augmentation de la température [123].  

La présence de ces deux familles de molécules pourrait expliquer la désactivation des catalyseurs 

étudiés en reformage à sec du biogaz. En effet, nos analyses sur le biogaz provenant de ces deux points 

de prélèvements (entrée COV et traité) ne montrent pas de différence majeure au niveau de sa 

composition. Par contre, les appareils que nous utilisons ne mesurent pas la concentration du biogaz 

en composés halogénés et en siloxanes. Il est donc probable que ces deux familles de composés soient 
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éliminées au niveau des cuves d’élimination des COV/siloxanes. Ceci pourrait justifier la désactivation 

des catalyseurs avant la purification totale du biogaz.  

Afin de mieux comprendre le comportement des catalyseurs en présence de biogaz avant l’élimination 

des COV, il serait intéressant de mieux étudier les propriétés de surface après test de stabilité. De plus, 

nous pourrons également effectuer des tests complémentaires à ceux déjà réalisés ainsi que d’analyser 

le biogaz avant élimination des COV pour déterminer sa composition en siloxanes et en composés 

halogénés.   
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IV.4 Conclusion partielle 

En résumé, nous avons étudié l’influence de plusieurs composés retrouvés dans le biogaz sur 

l’efficacité des catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2 en effectuant des tests de reformage à sec en montée de 

température ainsi que des tests de stabilité de 12 h à 750 °C.  

Les tests sur impuretés individuelles ont permis de diviser les composés étudiés en deux groupes en 

fonction de leurs effets : les molécules oxydantes (H2O et O2) et les composés carbonés (toluène et 

limonène). D’après nos résultats, les composés carbonés favorisent le dépôt de carbone, 

probablement en avantageant les réactions secondaires comme le craquage du méthane par rapport 

à la réaction de reformage à sec. Par contre, les oxydants améliorent la stabilité et la sélectivité des 

catalyseurs au CO et au H2 en facilitant l’oxydation du carbone adsorbé sur la surface catalytique.  

Suite à ces tests, l’effet du mélange H2O-toluène est évalué en présence du catalyseur Co1Ni1Mg4Al2 et 

du catalyseur Co2Ni2Mg2Al2. Les résultats obtenus montrent que l’effet de l’eau est majoritaire vu que 

la stabilité du catalyseur Co2Ni2Mg2Al2 est nettement meilleure en présence de cet oxydant.  

Enfin, des tests en présence de biogaz réel montrent que les catalyseurs sélectionnés sont capables de 

reformer le biogaz traité mais pas le biogaz à l’entrée des COV. La désactivation de ces catalyseurs 

après 3 h de test pourrait être causée par une réoxydation complète ou un empoisonnement par des 

siloxanes ou des composés halogénés. Afin de justifier ces résultats, il faut effectuer des tests de 

régénération en atmosphère réductrice ainsi que des caractérisations physico-chimiques. L’analyse de 

ces composés dans le biogaz avant et après élimination des COV/siloxanes pourrait également 

résoudre cette problématique. 

Ces résultats sont prometteurs et nous poussent à continuer notre travail sur la thématique proposée. 

La valorisation du biogaz traité est donc possible en présence des catalyseurs Co1Ni1Mg4Al2 et 

Ni2Mg4Al2 synthétisés au sein du laboratoire. Pour compléter notre étude, il est important de résoudre 

les problèmes que nous avons rencontrés lors des tests sur biogaz non traité. Nous envisageons par la 

suite d’ajouter au mélange réactionnel des impuretés appartenant à d’autres familles de composés 

retrouvés dans le biogaz. Ainsi, l’effet des hydrocarbures légers, des composés oxygénés, des 

halogènes et des siloxanes sera examiné. 

Les tests que nous avons effectués au laboratoire sur des micro-pilotes sont à petite échelle. Afin 

d’augmenter le niveau de maturité de notre recherche, des tests sur semi-pilote sont réalisés. 
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V. Conclusion et perspectives 

L’objectif du travail présenté dans cette partie était l’étude de l’efficacité des catalyseurs à base de 

CoxNiyMg(6-x-y)Al2 dans la réaction de reformage à sec du biogaz. Pour cela, la performance des 

catalyseurs déjà caractérisés est étudiée en trois étapes : 

En premier lieu, des tests de stabilité à 700, 750 et 800 °C sont réalisés en présence de la série de 

catalyseurs. Ces tests nous ont permis de mettre en évidence l’effet du magnésium sur l’activité et la 

stabilité des catalyseurs. L’analyse thermique et la DRX ont démontré que la forte teneur en 

magnésium renforce la résistance de ces catalyseurs au frittage et au dépôt de carbone. Les 

observations en MEB-EDX ont décelé le type de carbone qui a provoqué la désactivation des 

catalyseurs. Enfin, ces tests nous ont permis de sélectionner la température de 750 °C ainsi que les 

catalyseurs Mg4 pour la suite de notre étude. 

En deuxième lieu, nous avons étudié la performance de ces catalyseurs en présence de plusieurs 

molécules représentant les familles de composés retrouvés dans le biogaz. Le toluène et le limonène, 

deux molécules riches en carbone, ne provoquent pas eux-mêmes la désactivation des catalyseurs 

dans les concentrations étudiées mais augmentent la formation de carbone. La présence de l’eau et 

de l’oxygène améliore la stabilité des catalyseurs, notamment ceux ayant des teneurs faibles en 

magnésium. En présence de ces deux composés oxydants, le carbone formé par les réactions 

secondaires est réoxydé rapidement, ce qui empêche la désactivation des catalyseurs Mg2. Ceci est 

également remarqué dans les tests en présence du mélange toluène-H2O durant lesquels aucune 

désactivation n’est remarquée. 

Enfin, la performance des catalyseurs sélectionnés (Co1Ni1Mg4Al2 et Ni2Mg4Al2) est évaluée en 

présence de biogaz réel. Le biogaz est prélevé directement du site d’Opale Environnement à l’aide d’un 

système de compression. Les tests en présence de biogaz purifié montrent que les catalyseurs sont 

restés stables en fonction du temps pendant 12 h de test. La présence d’oxygène dans le biogaz a 

amélioré la résistance de ces catalyseurs au dépôt de carbone. Par contre, les tests effectués sur biogaz 

avant élimination des COV et siloxanes montrent une désactivation après 3 h de test. Les analyses ATG 

et DRX des échantillons après test montrent que cette désactivation n’est pas causée par 

l’accumulation de carbone sur la surface catalytique. En revanche, une réoxydation des sites 

métalliques par l’oxygène présent dans le biogaz, ou l’empoisonnement des sites actifs par des 

composés halogénés ou des siloxanes serait à l’origine de la désactivation observée. 

Afin de confirmer les raisons de cette désactivation, des analyses complémentaires doivent être 

effectuées. Premièrement, nous pouvons vérifier l’hypothèse de la réoxydation des sites catalytiques 
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en effectuant un traitement réducteur au catalyseur désactivé après test. Si l’activité du catalyseur 

augmente de nouveau, cela indiquera que la désactivation est causée en grande partie par la 

réoxydation. Il serait également intéressant de mieux étudier l’influence de l’oxygène sur la 

performance catalytique. Nous pouvons commencer par réaliser des tests de stabilité en présence de 

4% d’oxygène pour nous rapprocher de la concentration retrouvée dans le biogaz. Nous pouvons 

également effectuer des tests de reformage à sec en présence de H2O et de O2 afin d’évaluer la capacité 

de résistance des catalyseurs à la réoxydation. 

De plus, nous pouvons analyser les échantillons après test par spectroscopie Infrarouge à Transformée 

de Fourier (IR-TF), par Microscopie Electronique à Balayage couplée à la microanalyse par Energie 

Dispersive des rayons X (MEB-EDX) ou par Spectroscopie de Photoélectrons induits par rayons X (SPX) 

dans le but de connaitre la composition de la surface. Ces techniques vont indiquer la présence 

éventuelle d’une espèce chimique adsorbée sur la surface des catalyseurs. 

Finalement, l’identification et la quantification des composés halogénés et des siloxanes à ce niveau 

de l’unité de valorisation semble importante. Les réponses à ces questions pourront nous orienter sur 

les solutions à mettre en place pour la valorisation du biogaz. Nous pourrons modifier la composition 

du catalyseur pour qu’ils soient résistants à la cause de désactivation lorsque celle-ci sera identifiée. 

Par contre, si les catalyseurs sont désactivés par adsorption de certains composés halogénés ou 

siloxanes, il est très probable que la modification de la phase active n’améliore pas la résistance à 

l’empoisonnement. La meilleure stratégie dans ce cas serait alors d’éliminer ces molécules avant leur 

contact avec le catalyseur. C’est le cas par exemple de la molécule de H2S. Vu que cette molécule 

empoisonne rapidement les catalyseurs même à basse concentration, il est important de l’éliminer.  

Dans la partie suivante de la thèse, nous discutons de l’élimination du H2S par biofiltration fongique.   
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VI. Annexes 

Annexe II-1 : Généralités sur la structure hydrotalcite 
Un matériau dit hydrotalcite ou hydroxyde double lamellaire (HDL) réfère à une structure spécifique 

représentative de certains minéraux naturels également appelés argiles anioniques. Cette structure 

est formée d'un empilement de feuillets de type brucite séparés par un espace inter-lamellaire (Figure 

I-37). En général, les feuillets sont chargés positivement alors que les interfeuillets qui sont chargés 

négativement contiennent de l’eau et des anions. Les feuillets correspondent à un ensemble 

d'octaèdre de brucite (Mg(OH6)). Les ions OH- placés au sommet de l'octaèdre entourent le Mg2+ 

occupant le centre de la structure [124].   

La formule chimique de l’hydrotalcite naturelle est : 

[Mg6Al2(OH)16]CO3.4H2O 

La charge positive créée au niveau des feuillets provient de la présence d’ions trivalents. Afin de 

compenser le surplus de charge, des anions sont présents au sein de l'espace inter-lamellaire. Les 

hydrotalcites non naturelles peuvent également être synthétisées. Ces matériaux sont formés en 

remplaçant le magnésium et l’aluminium naturellement retrouvés dans l’hydrotalcite par différents 

ions bivalents et trivalents. Plusieurs types d’anions peuvent également être utilisés pour la synthèse 

de ces matériaux.  

 

Figure I-37 : Représentation schématique d’une phase de type HDL 
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La formule générale des hydrotalcites devient donc : 

[M1−x
II . Mx

III(OH)2]x+[Ax/n
n− .yH2O] 

Avec  MII : Cation bivalent 

 MIII : Cation trivalent 

 An− : Anion 

 x : Densité de charge proportionnelle au rapport molaire (
MII

MII+ MIII) 

La structure de l’hydrotalcite est maintenue grâce à deux types de liaisons : 

 les effets électrostatiques entre les feuillets métalliques et les anions 

 les liaisons hydrogène s’établissant entre les molécules d’eau, les anions et les groupements 

OH- des feuillets.  

Les hydroxydes doubles lamellaires pourraient alors avoir une symétrie rhomboédrique (système 3R) 

ou hexagonale (système 2H ou 1H) en fonction de la périodicité de l’empilement des feuillets (Figure 

I-38). Ce système cristallin dépend de la nature des cations bivalents et trivalents et des anions présents 

dans l’interfeuillet. La nature des ions va influencer la distance intermétallique et la distance entre les 

feuillets et par la suite le type d’empilement de la structure. Le système rhomboédrique est le plus 

retrouvé dans la littérature [125], [126]. 

Figure I-38 : Schéma représentatif des différents types d’empilement de la structure hydrotalcite. 

Les hydroxydes doubles lamellaires sont obtenus à travers différentes méthodes de synthèse comme 

la méthode sol-gel, la synthèse à l’urée, la co-précipitation, etc.  
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Annexe II-2 : Dégradation de la structure hydrotalcite par traitement 

thermique 
Après synthèse par voie hydrotalcite, les composés subissent un traitement thermique qui leur confère 

des propriétés basiques et une stabilité chimique et thermique. De plus, l’interaction entre le site 

métallique et la matrice est améliorée. Ces propriétés aident dans la résistance contre le frittage et le 

dépôt de carbone [127]. L’utilisation des hydrotalcites est surtout intéressante après chauffage en 

atmosphère oxydante. Ce traitement thermique à haute température provoque la destruction de la 

structure double lamellaire. En premier lieu, l’eau se trouvant en surface est éliminée. Ensuite, 

l’évaporation des molécules d’eau présentes entre les feuillets a lieu (équation II-17). Par la suite, la 

décomposition des hydroxydes, des feuillets et le départ des anions en interfeuillet (équation II-17’) 

mène à la formation d’oxydes simples et mixtes (équation II-17’’) (Figure I-39). 

M1−x
2+ Mx

3+(OH)2. Ax/n
n− . mH2O =  M1−x

2+ Mx
3+(OH)2. Ax/n

n− +  mH2O  (II-17) 

M1−x
2+ Mx

3+(OH)2. Ax/n
n− =  M1−x

2+ Mx
3+O(2+x)/2 +  

2−x

2
H2O +  HxAx/n

n−   (II-17’) 

M1−x
2+ Mx

3+Ox =  M2+O +  M2+Mx
3+Ox      (II-17’’) 

Ces oxydes métalliques sont intéressants en catalyse car ils présentent une surface spécifique élevée 

et en général une forte stabilité thermique [128].  

La température et la durée de calcination influencent fortement les caractéristiques des matériaux 

obtenus. Katheria et al. [129] ont étudié l’effet de la température de calcination sur l’activité et la 

stabilité de catalyseurs synthétisés à partir de précurseurs hydrotalcites. Les résultats obtenus ont 

montré que l’augmentation de la température de calcination a engendré la diminution de la taille des 

cristallites. Par conséquent, la dispersion des particules est améliorée, ce qui a influencé positivement 

Figure I-39 : Effet de la calcination sur la structure hydrotalcite 
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la résistance des catalyseurs au frittage [129]. Contrairement à cela, d’autres études ont montré que 

l’augmentation de la température de calcination a provoqué l’augmentation de la taille des particules. 

Ceci résulte de l’agglomération des particules à haute température [130], [131]. L’effet de la 

température pourrait donc être différent en fonction de la nature du matériau utilisé. 
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Annexe II-3 : Activation des sites catalytiques par réduction 
La réduction est un traitement thermique en atmosphère réductrice, notamment en présence de H2. 

Les oxydes mixtes et simples obtenus par calcination sont réduits. Il y aura alors création de ce qu’on 

appelle « oxygen vacancies » ou lacune d’oxygène. Par cette méthode, des sites métalliques actifs dans 

la réaction de reformage à sec sont obtenus. Plusieurs études ont montré que sans réduction, les 

solides ne sont pas actifs dans la réaction de reformage à sec [132], [133]. Une étude effectuée sur des 

catalyseurs Ni-Mg-Al a montré que la température de réduction influence fortement l’activité et la 

sélectivité des solides. Des particules métalliques bien dispersées sont obtenues après traitement en 

atmosphère réduite. Ces sites métalliques sont responsables de l’adsorption et l’activation des réactifs 

par dissociation [93], [134]. Usman et al. [135] ont également étudié l’influence de la température de 

réduction sur l’activité et la stabilité de catalyseurs Ni/MgO en DRM. Les résultats obtenus montrent 

une baisse de l’activité et de la stabilité à haute température de réduction. Les catalyseurs réduits à 

800 °C sont plus à risque de frittage que ceux réduits à 550 °C. Le frittage réduit le nombre de sites 

actifs et par la suite l’activité catalytique [135]. Une autre étude faite sur différentes températures de 

réduction montre également que l’augmentation de la température favorise le frittage et conduit à la 

diminution de l’activité catalytique [136]. De plus, différents mélanges de gaz peuvent être utilisés 

pour la réduction des sites catalytiques. En général, l’hydrogène est utilisé comme réducteur. Une 

étude de Chen et al. [137] a montré que le gaz de synthèse produit durant la réaction de reformage 

pourrait suffire pour la réduction des solides [137]. Le méthane peut également entrainer la réduction 

des oxydes mixtes et simples. Une étude effectuée sur des réductions en présence de différents 

mélanges de gaz montre que l’hydrogène et le méthane sont moins efficaces qu’un mélange H2 + CO 

pour l’activation des catalyseurs par réduction [138], [139].  
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Annexe II-4 : Synthèse des catalyseurs au laboratoire 

Les catalyseurs utilisés pour cette étude sont synthétisés par co-précipitation à pH constant à partir de 

précurseurs hydrotalcite. Six échantillons contenant différentes teneurs de nickel, cobalt, magnésium 

et aluminium sont synthétisés de façon à avoir un rapport molaire 
Ni2++ Co2++ Mg2+

Al3+  = 3. Une solution 

aqueuse contenant les quantités appropriées de Co(NO3)2.6H2O (SIGMA ALDRICH, pureté 98%), 

Ni(NO3)2.6H2O (UNI-CHEM, 98%), Mg(NO3)2.6H2O (Riedel de Haën, 97%) et Al(NO3)3.9H2O (UNI-CHEM, 

98%) est précipitée grâce à une solution de soude NaOH (PANREAC, pureté 98%, 2 mol/L) et de 

carbonate de sodium (ACROS, pureté 99,5%, 1 mol/L), en versant la solution contenant des sels 

métalliques goutte à goutte sur 200 mL d’eau distillée. Le pH du milieu de précipitation est ajusté à 9 

par l’ajout de NaOH. Le mélange est maintenu sous agitation magnétique à 60 °C pendant 1 h après la 

phase de précipitation. Après 18 h dans une étuve à 60 °C sans agitation, la solution préparée est filtrée 

puis lavée à l’aide de l’eau distillée chauffée à 60 °C, jusqu’à l’obtention d’un pH neutre. Ce lavage 

permet d’éliminer les ions sodium et nitrates. Une étape de séchage à l’étuve pendant 48 h à 60 °C suit 

l’étape de filtration et de lavages. Le mélange sec est ensuite broyé dans un mortier en porcelaine 

jusqu’à l’obtention d’une poudre fine (Figure I-40). 

Les solides ainsi préparés sont calcinés à 800 °C pendant 4 h sous flux d’air à 33 mL/min suite à une 

montée de température à une vitesse de 1 °C/min. Cette décomposition thermique permet d’obtenir 

des oxydes thermiquement stables ayant une grande surface spécifique. Les solides séchés et calcinés 

sont nommés comme suit (Tableau I-5) : 

Tableau I-5 : Nomenclature des catalyseurs séchés, calcinés et composition élémentaire mesurée par PIXE 

Solides séchés Solides calcinés Composition exacte 

Ni2Mg4Al2HT Ni2Mg4Al2800 Ni1,9Mg3,8Al2,2O9,1 

Co2Mg4Al2HT Co2Mg4Al2800 Co2Mg3,8Al2,2O9,0 

Co1Ni1Mg4Al2HT Co1Ni1Mg4Al2800 Co1,1Ni1,0Mg3,7Al2,2O8,9 

Co2Ni2Mg2Al2HT Co2Ni2Mg2Al2800 Co2,1Ni1,9Mg1,8Al2,1O8,9 

Co1Ni3Mg2Al2HT Co1Ni3Mg2Al2800 Co1,0Ni3,0Mg1,9Al2,0O8,9 

Co3Ni1Mg2Al2HT Co3Ni1Mg2Al2800 Co3,0Ni1,0Mg1,8Al2,1O9,1 

Les solides récupérés après calcination sont ensuite broyés, pastillés et tamisés afin d’obtenir une 

poudre de taille homogène, entre 350 et 500 µm.  

La synthèse et la caractérisation de ces catalyseurs a été effectuée dans le cadre de la thèse de Carole 

Tanios soutenue en décembre 2017 [71]. 
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Figure I-40 : Schéma de la synthèse par co-précipitation à partir de nitrates métalliques par voie hydrotalcite 
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Annexe II-5 : Conditions, montage expérimental et analyses de gaz 

100 mg de solides déjà calcinés et tamisés (granulométrie entre 350 et 500µm) sont réduits sous un 
mélange de 10% d’hydrogène dilué dans l’argon. Ce prétraitement a lieu à 800 °C et pendant 1 h. Des 
tests catalytiques en montée de température (entre 500 et 800 °C, avec des plateaux de 30 min) ou 

en isotherme (700, 750 et 800 °C) à pression atmosphérique sont entrepris sur les catalyseurs réduits 
dans le montage présenté ci-dessous ( 

Figure I-41). Les échantillons sont placés dans un réacteur en quartz sur un fritté en silice de diamètre 

égal à 1 mm. 

 

Figure I-41 : Schéma du montage expérimental du test catalytique du reformage à sec du méthane 
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Le mélange réactionnel est formé d’un mélange stœchiométrique de CH4 et de CO2 dilués dans de 

l’argon (respectivement 20, 20 et 60%). Afin d’obtenir une vitesse volumique horaire (VVH) = 30000 h-1 

pour tous les tests, un débit de 100 mL/min est utilisé.  

Pour mieux comprendre l’effet des impuretés présentes dans le biogaz sur l’efficacité des catalyseurs, 

des tests de reformage à sec sont établis en présence de molécules « modèles » sélectionnées pour 

représenter les familles de composés minoritaires identifiés dans le biogaz (H2O, O2, toluène et 

limonène). Les concentrations de ces molécules dans les tests de reformage à sec sont déterminées à 

partir des données obtenues à partir des analyses de biogaz provenant d’un centre de 

biométhanisation (CB) (2016) et le centre d’enfouissement partenaire au projet (2019). 

Les gaz constituants le mélange réactionnel proviennent de bouteilles sous pression (CH4, CO2, H2, Ar 

et air), de solutions liquides injectées à l’aide d’un saturateur (toluène, limonène et eau) et du système 

de prélèvement du biogaz. Le débit des gaz est contrôlé par un mélangeur équipé d’un débitmètre. Le 

mélange gazeux est conduit jusqu’au lit catalytique placé dans un réacteur en U en quartz. Ce réacteur 

est placé dans un four vertical couplé à un thermocouple pour contrôler la température. Les gaz en 

sortie sont analysés par chromatographie en phase gazeuse. 

La composition du gaz sortant avant (blancs) et pendant le test est déterminée par une 

chromatographie en phase gazeuse (CPG varian 3800) couplée à un détecteur à conductivité 

thermique (DCT) et un détecteur à ionisation en flamme (FID). Les espèces chimiques détectées sur le 

DCT sont séparées par une colonne Hayesep Q (CO2 et CH4) et par un tamis moléculaires (H2 et CO). 

Les composés aromatiques (Exemple : C6H6 et C7H8) sont séparés sur une colonne capillaire POMA et 

détectées par un détecteur (FID). Pour certains tests, un analyseur chromatographie en phase gazeuse-

spectrométrie de masse portable (GC-MS HAPSITE) est branché à la sortie de la chromatographie 

varian. Le limonène, une molécule thermiquement instable, se décompose même à température 

ambiante en des molécules de tailles inférieures. Cet analyseur a permis d’identifier les composés 

secondaires formés durant les tests en présence de limonène et de biogaz réel. Les valeurs relevées 

permettent de suivre l’évolution du mélange gazeux durant le test.  

Pour les tests de reformage à sec en présence d’eau, un piège à eau est mis en place à la sortie de la 

chromatographie en phase gazeuse. Avant d’être évacué, le mélange de gaz passe à travers un tube 

refroidi (eau froide + glaçons). Ce système sert à récupérer l’eau condensée. 
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Les paramètres suivants sont évalués afin de comparer les performances des catalyseurs : 

Conversion du méthane (XCH4
) :  

XCH4
 = 

CH4 ent− CH4 sor

CH4 ent
 x 100 

Conversion du dioxyde de carbone (XCO2
) : 

XCO2
 = 

CO2 ent− CO2 sor

CO2 ent
 x 100 

Sélectivité en hydrogène (SH2
) : 

SH2
 = 

 H2 sor

2 x( CH4 ent− CH4 sor)
 x 100 

Sélectivité en monoxyde de carbone (SCO) : 

SCO =  
COsor

(CH4 ent +  CO2 ent) − (CH4 sor +  CO2 sor)
 x 100 

Rapport H2/CO : 

Ratio
H2

CO
=  

Nombre de moles de H2

Nombre de moles de CO
 

Rendement en hydrogène (%) : 

H2 =  
H2 sor

2 x CH4 ent
 x 100 

Rendement en monoxyde de carbone (%) : 

CO =  
COsor

CH4 ent + CO2 ent
 x 100 

Bilan carbone (%) : 

BC =  
CH4 sor +  CO2 sor +  COsor

CH4 ent + CO2 ent
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Annexe II-6 : Techniques de caractérisation 
Des techniques physico-chimiques de caractérisation sont utilisées sur les échantillons récupérés après 

12 h de stabilité dans le but d’étudier la structure, la composition, les propriétés thermiques et l’aspect 

microscopique des échantillons analysés. La spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier, la 

diffraction des rayons X et la microscopie électronique à balayage sont des techniques fondées sur 

l’interaction de faisceaux lumineux ou électroniques avec la matière. D’autres techniques comme les 

analyses thermiques et les réactions à températures programmées permettent de suivre l’effet de 

certains composés gazeux sur les échantillons en fonction de la température. Cet effet peut être 

chimique (oxydation/réduction), comme il peut être physique (adsorption/désorption). 

Pour cette étude, ces techniques sont utilisées entre autres et surtout pour déterminer la quantité et 

le type de carbone formé durant le test par les réactions secondaires en compétition avec la réaction 

de reformage à sec.  

a. Techniques basées sur l’interaction avec la matière 

1) Diffraction des rayons X (DRX) : 

La diffractométrie de rayons X est une technique basée sur l’interaction d’un faisceau lumineux formé 

de rayons X. Ces rayons possèdent une longueur d’onde de l’ordre du nanomètre. Ils sont émis par une 

source de rayons X envers l’échantillon puis sont réfractés et capturés par un détecteur de rayons X. 

L’angle formé entre le faisceau lumineux et l’échantillon est appelé θ. Cet angle change au cours de 

l’analyse puisque la source lumineuse et le détecteur passent de la position A à la position B (Figure 

I-42). Quand les rayons X rencontrent une structure cristalline formée par un arrangement bien 

organisé d’atomes, une interférence constructive sera détectée. Le détecteur traduira cette 

interférence en signal électronique qui apparaitra sur un diffractogramme sous forme de pic à un angle 

spécifique. Grâce à une base de données préétablie, la position des pics pourra être corrélée avec celle 

de certaines espèces susceptibles d’être présentes à la surface de l’échantillon analysé. Puisque 

l’interférence constructive a lieu en fonction de la structure, cette technique permet non seulement 

de déterminer la composition des éléments cristallins en surface, mais également la structure de 

composés ayant une même formule brute. 
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Figure I-42 : principe de la diffractométrie des rayons X 

En l’utilisant sur les échantillons après test, cette technique permet d’observer la présence de 

différents types de carbone (graphitique, hexagonal, cubique) pouvant se former durant le test. Ces 

espèces sont détectées même en petite quantité.  

Les analyses DRX sont effectuées sur un diffractomètre Brucker D8 advance. Le faisceau de rayons X 

est produit par à un filament de tungstène équipé d’une anode en cuivre à longueur d’onde 

λ = 1,5406 Ả. Le détecteur de rayons X utilisé est un Lynxeye. Les plages angulaires utilisées sont entre 

5 et 80° pour les échantillons séchés et calcinés et entre 20 et 80° pour les échantillons après test avec 

un pas de 2θ = 0.302° et une durée d’intégration de 2 s. A peu près 20 mg d’échantillons en poudre 

sont broyés et placés dans des portes échantillons de façon à ce que la surface à analyser soit lisse. Les 

phases cristallines sont identifiées en comparant les valeurs de 2θ des pics avec une base de données 

« joint committee on powder diffraction standards » (JCPDS) déjà établies par l’ « international center 

for diffraction data » (ICDD). Cette analyse est effectuée sur le logiciel EVA. Cette technique permet 

également de calculer la taille des cristallites à l’aide de l’équation de Debye-Scherrer : 

D =
0,9λ

βcosθ
 

Avec, 

D : diamètre des cristallites (nm) 
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λ : longueur d’onde (nm) 

β : largeur à mi-hauteur de la raie (°) 

θ : angle de Bragg (°) 

0,9 : facteur de forme lorsque la largeur est à mi-hauteur 

2) Microscopie électronique à balayage (MEB) associée à la microanalyse par énergie 

dispersive des rayons X (EDX)  

La microscopie électronique est basée sur l’interaction d’un faisceau d’électrons provenant d’une 

source d’électrons avec la surface d’un échantillon. En microscopie électronique à balayage, après leur 

arrivée sur l’échantillon, une partie des électrons est absorbée par des molécules de surface. Ce 

phénomène va provoquer le relâchement d’un électron secondaire qui est ensuite détecté par un 

détecteur d’électrons secondaires. Ce détecteur va émettre un signal électronique qui est par la suite 

converti en image 3D en noir et blanc. Les électrons provenant du faisceau incident peuvent également 

être réfractés au niveau de la surface de l’échantillon. Ces électrons appelés « backscattered » sont 

captés par un détecteur spécifique appelé « backscattered electron detector » qui les convertis en 

signal électronique. Ce signal est ensuite traduit en une image qui permet de voir la structure de la 

surface. Ce signal permet également de différencier les atomes composant la surface en fonction de 

leur taille. Plus la couleur du composé apparait sombre sur l’image, plus le composé est supposé léger. 

Une troisième partie des électrons du faisceau incident sont absorbés par la surface de l’échantillon, 

conduisant à l’émission de rayons X. Après être captés par un détecteur à rayons X, la composition 

élémentaire de la surface peut être déterminée. Cette technique permet d’obtenir des images 3D en 

noir et blanc représentant la surface des échantillons analysés à une échelle de quelques nanomètres. 

Elle permet de déterminer la structure et la composition des espèces en surface. L’utilisation de cette 

technique sur les échantillons après test permet de visualiser le carbone et d’en estimer la quantité 

présente dans l’échantillon. Elle permet également de voir l’agglomération des particules métalliques 

dans le cas du frittage du catalyseur. 

Les analyses MEB-EDX sont effectuées sur un appareil JSM-711F. Les échantillons en poudre sont 

broyés, fixés sur un film adhésif en carbone et collés sur un porte échantillon. Une couche de chrome 

de 10 nm est ajoutée à la surface de l’échantillon pour permettre une meilleure interaction avec le 

faisceau électronique. Le porte échantillon est introduit dans la chambre. Les analyses sont effectuées 

sous vide (10-4 torr) avec une tension d’accélération de 15 kV et une « working distance » de 10 mm. 
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b. Techniques basées sur l’effet de la température  

L’analyse thermique représente un ensemble de techniques permettant de mesurer les effets imposés 

sur la masse ou la structure d’un échantillon soumis à un traitement thermique en présence d’un gaz 

inerte ou d’oxygène. 

1) Analyse thermique différentielle (ATD)  

L’analyse thermo-différentielle revient à suivre l’évolution de la différence de température entre 

l’échantillon étudié et une référence (témoin inerte) en fonction de la température. Cette technique 

peut être effectuée jusqu’à des températures aussi hautes que 1500 °C. En augmentant la 

température, les échantillons peuvent subir des réactions ou des changements de phases qui se 

traduisent par une augmentation ou une diminution de la température de l’échantillon. En comparant 

la température de l’échantillon à celle d’une référence inerte, la température à laquelle a eu lieu cette 

réaction peut être déterminée. Une diminution de la température montre qu’une réaction 

endothermique a lieu. Au contraire, une augmentation de la température de l’échantillon est corrélée 

à une réaction exothermique en cours. L’aspect des pics peut également donner des renseignements 

sur le type de réaction qui a lieu. En regroupant toutes ces informations, il est possible de déterminer 

la nature des espèces qui ont réagi et de conclure quant à la composition de l’échantillon initial. Cette 

technique est souvent couplée à une analyse thermogravimétrique. 

2) Analyse thermogravimétrique (ATG)  

L’analyse thermogravimétrique permet d’observer et de quantifier les variations de masse d’un 

échantillon en fonction de la température. Avec l’augmentation de la température en absence ou en 

présence d’oxygène, l’occurrence d’une réaction est probable : 

Echantillon (S)  Echantillon (S) + gaz     

Dans ce cas, un ou plusieurs composés sont libérés de l’échantillon. Cela se traduit par une perte de 

masse. Cela pourrait être dû à l’effet de la température, c’est le cas de la décomposition thermique, 

ou par l’intermédiaire d’une réaction avec le flux de gaz qui libère des composés. Un deuxième cas 

peut se présenter dans lequel une réaction se fait au niveau de l’échantillon et les composés y restent 

adsorbés. Cela se traduirait par un gain de masse. Dans les deux cas, la température à laquelle a lieu la 

réaction peut indiquer la nature des espèces ayant réagi. De plus, cette technique permet de quantifier 

les espèces réactives. 

Les analyses thermiques sont effectuées sur un appareil NETZSCH STA 409 en présence d’oxygène. La 

température augmente à une vitesse de 5 °C/min sous flux d’air (100 mL/min). Environ 10 mg 

d’échantillons en poudre sont placés dans un creuset en alumine déposé sur une balance placée dans 
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un four équipé d’un thermocouple pour pouvoir suivre la variation de la température. Un creuset de 

référence vide est également déposé dans le four pour pouvoir comparer les deux températures.  

En couplant les deux techniques, le type et la quantité de carbone produit durant le test peuvent être 

déterminés. 
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Annexe II-7 : Réduction en température programmée des solides calcinés à 

800 °C  

  

Figure I-43 : Profils RTP des solides calcinés [71] 
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Annexe II-8 : dispersion des éléments de surface sur les échantillons avant et 

après test 
 

  

Figure I-44 : Dispersion du cobalt (a), magnésium (b), nickel (c) et aluminium (d) sur la surface catalytique 
déterminée en microscopie électronique à balayage 
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Annexe II-9 : Diffractogrammes des rayons X des échantillons réduits et 

après test de stabilité à 750 °C 
  

Réduit à 800 °C 

Après test de stabilité à 750 °C 

Figure I-45 : Diffractogramme des rayons X des catalyseurs après 12 h de test de stabilité à  750 °C . Les bandes en gris 
représentent le carbone, en jaune les espèces métalliques et en bleu les espèces oxydées.  

1 : Carbone graphitique JCPDS N°41 1487; 2 : Carbone cubique JCPDS N°80 0017; 3 : MgO periclase JCPDS N°74 1225; 
4 : NiO JCPDS N°65 2901; 5 : CoO JCPDS N°65 2902; 6 : Ni cubique JCPDS N°65 0380; 7 : Co cubique  JCPDS N°15 0806 
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I. Introduction 

Le biogaz est produit par la méthanisation de déchets organiques. Il est majoritairement formé de 

méthane et de dioxyde de carbone. Il contient également des composés minoritaires dénommés 

« impuretés ». Ces impuretés empêchent la valorisation directe du biogaz [1]. Le biogaz provenant 

d’Opale Environnement est analysé et sa composition est présentée dans la première partie de la 

thèse. Les composés identifiés sont divisés en cinq familles : les composés majoritaires (CH4, CO2, N2, 

O2 et H2O), les composés carbonés légers (C2-C6), les composés carbonés lourds (C6-C12), les composés 

azotés (NH3, NO et NO2) et les composés soufrés.  

La production de composés soufrés dans le biogaz est effectuée par les bactéries sulfato-réductrices à 

partir d’acides aminés soufrés (méthionine, cystéine) ou d’un intermédiaire inorganique comme le 

SO4
2- [2]. Deux voies métaboliques sont possibles en milieu anaérobie : la réduction anabolique (ou 

assimilatrice) et la réduction catabolique (ou dissimilatrice) du soufre. La réduction anabolique aboutit 

à la formation de composés organosulfurés utilisés pour le développement du micro-organisme. Ces 

bactéries peuvent donc incorporer le soufre réduit dans des acides aminés comme la cystéine ou la 

méthionine et les utiliser pour leur propre développement (croissance microbienne). La réduction 

catabolique permet de produire un composé fini comme le H2S, HS- ou le S2- (Partie 1-I, Figure I-1, 

page 22).  Ces composés sont relâchés dans l’environnement extérieur de la cellule. Ils pourront rester 

sous la forme mentionnée ou subir des réactions supplémentaires provoquant la présence d’une 

grande variété de composés soufrés dans le biogaz [3], [4].  

La concentration des composés soufrés, notamment du H2S, diffère en fonction des bactéries 

présentes dans le digesteur, du procédé utilisé pour la formation du biogaz et de la nature des 

substrats d’origine [2]. En effet, une plus grande concentration de H2S est trouvée dans le biogaz 

provenant des centres d’enfouissement par rapport au biogaz provenant des centres de méthanisation 

[5]. Cette observation est également remarquée dans notre étude et dans une étude précédente 

réalisée au sein du laboratoire [6]. En effet, le biogaz provenant du centre de biométhanisation 

contient 200 ppm de H2S, soit 10 fois moins que le biogaz provenant d’Opale Environnement (CET, 

2000 ppm) [6]. 

I.1 Dangers du H2S 

I.1.a Effet toxique 

Cette molécule est détectable par le nez humain grâce à son odeur d’œuf pourri à partir de 0,03 ppm. 

Suite à une longue exposition, les capacités sensorielles sont atténuées et les humains ne peuvent plus 
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la sentir. De plus, le H2S est un composé dangereux envers la santé humaine et présente des risques 

toxiques même à de très basses concentrations (15 ppm) [7]. Il interagit avec les atomes de fer 

présents dans le cytochrome C de l’oxydase mitochondriale (complexe IV de la chaîne de transport 

d’électrons). Cette interaction provoque l’inhibition de la respiration cellulaire et induit une hypoxie 

du tissu concerné (déséquilibre entre le besoin et l’apport en oxygène) [8], [9]. L’effet toxique de cette 

molécule est différent en fonction de la concentration et la durée d’exposition. A faible dose (à partir 

de 15 ppm), le H2S peut provoquer l’irritation des yeux alors qu’à dose élevée (1000 ppm) il y a risque 

de mort rapide par paralysie respiratoire même après quelques minutes d’exposition. En général, le 

H2S touche les systèmes respiratoire et nerveux. [10]. 

I.1.b Effet corrosif 

En milieu aérobie, le sulfure d’hydrogène peut réagir avec l’oxygène pour former du SO2 

(équation III-1). 

2H2S + 3O2 = 2SO2 + 2H2O  ∆G° = -518 kJ/mol   (III-1) 

Ce composé hautement corrosif peut endommager certaines structures, en béton ou métalliques, 

présentes dans des industries. Un biogaz contenant une certaine quantité supérieure à 0,007g/m3 de 

sulfure d’hydrogène ne pourra donc pas être utilisé dans des moteurs puisqu’il pourrait détériorer par 

exemple les tuyaux [11]–[13]. 

I.1.c Effet poison sur les catalyseurs 

Le sulfure d’hydrogène provoque également l’empoisonnement des catalyseurs utilisés pour le 

reformage du biogaz. En s’adsorbant sur les sites actifs, le soufre empêche l’interaction entre les 

réactifs et le catalyseur [14]. Cet empoisonnement est particulièrement observé sur les catalyseurs à 

base de nickel. Le soufre s’adsorbe sur les particules de nickel et forme un complexe nickel-soufre 

(Ni-S) (équation III-2). Ce phénomène provoque la diminution de l’accessibilité des sites actifs [15].  

Ni + H2S = Ni-S + H2        (III-2) 

Pour toutes ces raisons, il est important d’éliminer le soufre afin d’obtenir un biogaz purifié et 

valorisable. Il faut donc trouver des méthodes efficaces de désulfurisation, permettant d’éliminer la 

quasi-totalité du soufre présent dans le biogaz.  
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I.2 Méthodes de désulfurisation 

Actuellement, plusieurs techniques sont utilisées pour l’élimination du H2S. Elles peuvent être séparées 

en trois grandes catégories : les techniques physiques, les techniques chimiques et les techniques 

biologiques. Les techniques les plus utilisées sont exposées ci-dessous. Leurs avantages et 

inconvénients sont présentés dans le Tableau I-1. 

Tableau I-1 : Avantages et inconvénients des différentes techniques de désulfurisation du biogaz [16] 

I.2.a Techniques physiques 

Les méthodes physiques sont basées sur l’adsorption ou l’absorption du H2S par un matériau solide ou 

une solution aqueuse. Le charbon actif est fréquemment utilisé pour la désulfurisation. Après 

utilisation, le charbon peut être régénéré par traitement thermique. Cette technique permet un taux 

élevé d’élimination du H2S mais demande des coûts élevés [16]. En plus du coût initial de l’ordre de 

900 000 euros pour la mise en place du système de purification, les dépenses opérationnelles, 

 Techniques Avantages Inconvénients 

Techniques 

physiques 

Charbons actifs 
Capacité d'élimination élevée 

Technique compacte 

Pertes de CH4 

Investissement et coûts 

opératoires élevés 

Lavage sous 

pression 
Pas de réactifs chimiques 

Grande consommation 

d'eau 

 Coûts opératoires élevés 

Techniques 

chimiques 

In Situ par ajout de 

sels métalliques 

Faible investissement 

Technique simple 
200 - 500 ppm résiduelles 

Absorption en 

solution aqueuse 
Capacité d'élimination élevée Energie de régénération 

Adsorption sur 

oxydes métalliques 

Capacité d'élimination élevée 

Simplicité 

Coûts opératoires élevés  

Réduction de l'efficacité à 

chaque cycle 

Techniques 

biologiques 

Désulfuration 

biologique interne 

Très faible coût 

Simplicité 

Pas de réactifs chimiques 

Fiabilité 

Variabilité 

Désulfuration 

biologique externe 

Contrôle du processus 

Pas de réactifs chimiques 

Investissement initial 

important 

Consommation d'eau 

élevée 
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majoritairement pour la régénération du charbon actif sont de l’ordre de 5 000 000 euros par an [17]. 

Cette technique est utilisée à Opale Environnement pour la désulfurisation. Une deuxième méthode 

physique également efficace est la dissolution du soufre dans une solution aqueuse. Cette technique 

est basée sur la solubilité du H2S qui est supérieure à celle du méthane, dans certains solvants comme 

par exemple le selexol, un solvant organique composé de diméthyléther polyéthylène glycol [18]–[20]. 

I.2.b Techniques chimiques 

Une désulfurisation chimique fréquemment utilisée est l’ajout de sels métalliques dans le digesteur. 

En présence de soufre, des précipités métal-soufre vont se former et par suite empêcher la formation 

de nouveaux composés chimiques comme le H2S ou le HS-. Ce processus a lieu à l’intérieur du digesteur 

en même temps que la méthanisation. 

En présence de sels de Fer (FeCl3), la réaction se fait de la façon suivante (équation III-3) : 

2Fe3+ + 3S2- = 2FeS + S         (III-3) 

L’oxyde de fer est également utilisé pour l’adsorption du H2S. L’élimination du H2S par adsorption et la 

régénération du fer se fait par deux réactions successives (équation III-4 et III-5) : 

Fe2O3 + 3H2S = Fe2S3 + 3H2O        (III-4) 

Fe2S3 + 3/2O2 = Fe2O3 + 3S         (III-5) 

Cette filtration sur oxydes métalliques est simple et efficace à court terme. La régénération du fer perd 

de son efficacité après chaque cycle de régénération et cela augmente les coûts d’investissement [21].   

I.2.c Techniques biologiques 

Par rapport aux méthodes physicochimiques, les méthodes biologiques sont généralement les moins 

coûteuses. Elles ont également l’avantage d’être efficaces sans ajout de produits chimiques et de 

demander relativement peu d’entretien [16], [22]. Les organismes vivants peuvent capter le soufre 

formé durant la méthanisation et l’utiliser dans leur métabolisme. Contrairement aux techniques 

présentées précédemment, cette technique évite la production de composés secondaires. 

Il existe deux méthodes de désulfuration biologique :  

 la désulfuration interne où les microorganismes se trouvent à l’intérieur du digesteur. Ils se 

trouvent dans un espace appelé « headspace » et sont en contact direct avec le biogaz lors de 

sa production par méthanisation. Ces microorganismes oxydent le H2S produit par les bactéries 

sulfato-réductrices et l’incorporent dans la structure des acides aminés soufrés [23]. 
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 la désulfuration externe où le biogaz extrait du digesteur entre en contact avec les 

microorganismes dans un bioréacteur. Cette technique semble plus intéressante car elle a lieu 

en présence d’oxygène. Elle permet alors aux microorganismes d’oxyder le soufre par 

différentes réactions. Ceci conduit à la formation de différents produits [22], [24]. Les 

intermédiaires soufrés produits au sein des microorganismes comme le sulfate (SO4
2−), le 

sulfure (S2-), le dioxyde de soufre (SO2) et le thiosulfate (S2O3
2−) pourront alors être utilisés 

pour le métabolisme [4]. 

I.2.c.1 Les métabolites soufrés de la cellule fongique 

Notre étude étant centrée sur la mise en place d’un biofiltre fongique, nous nous sommes intéressés 

spécifiquement au métabolisme des champignons. La synthèse par le champignon de ses acides 

aminés, protéines, lipides, transporteurs d’électrons et métabolites intermédiaires nécessite le soufre 

présent dans l’environnement [25]. Les champignons peuvent le prendre sous forme organique ou 

inorganique. Les sources organiques proviennent de composés organiques C-S, O-S et N-S. En général, 

les composés C-S sont les acides aminés (cystéine, cystine et méthionine), les cofacteurs (biotine, 

thiamine et coenzyme A), les protéines Fe-S et les acides lipoïques. Les ponts disulfures formés entre 

deux résidus de cystéine participent à la stabilisation des structures tertiaires principalement et parfois 

quaternaires des protéines. Les composés O-S et N-S sont appelés sulfates d’ester. Des exemples de 

ces esters sont le sulfate de choline, le sulfate de phénol, le sulfate de glucose, la 

3’ – phosphoadénosine – 5’ – phosphosulphate (PAPS) et l’adénosine – 5’ – phosphosulfate (APS). Le 

processus de minéralisation permet de dégrader les composés et les transformer en sulfures pouvant 

être utilisés pour la formation des acides aminés. De plus, les composés inorganiques peuvent 

également être utilisés comme sources de soufre. Le sulfate inorganique est directement transporté à 

l’intérieur de la cellule. Plusieurs enzymes sont mises en jeu pour transformer le SO4
2− en soufre pour 

son utilisation dans la structure d’acide aminé (métabolisme anabolique) [26], [27]. 

Une sulfate perméase permet le passage transmembranaire du SO4
2− dans la cellule. Il est ensuite 

transformé en APS grâce à une ATP sulfurylase puis sera phosphorylé par une APS kinase pour obtenir 

une PAPS. Suite à l’action d’une PAPS, une molécule de SO3
2− est détachée et sera ensuite transformée 

en HS- par une sulfite réductase [28]. En présence d’une sérine, le soufre sous forme de sulfure peut 

être transformé en cystéine. Sous l’action de différentes enzymes, la cystéine peut être transformée 

en cystathionine, en homocystéine et finalement en méthionine [25]. Le mécanisme fait partie de 

l’anabolisme réducteur du sulfate. Il est probable que le H2S soit également une source inorganique de 

soufre pour les champignons.  
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Il est alors transformé en SO4
2− par une oxydation biologique en milieu aérobie (équation III-7 et III-8) : 

2H2S + O2 = 2S0 + 2H2O   ΔG0 = -169,35 kJ/mol    (III-7) 

2HS- + 4O2 = 2SO4
2− + 2H+  ΔG0 = 732,58 kJ/mol    (III-8) 

Les produits soufrés de ces deux réactions peuvent ensuite compléter le cycle de soufre par 

assimilation réductrice (Figure I-1) [27].  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

I.2.c.2 Les microorganismes utilisés pour l’élimination du soufre dans le procédé 

de désulfuration biologique 

Actuellement, plusieurs prototypes de désulfurisation biologiques ont déjà été développés. Les plus 

avancés sont les biofiltres gazeux (BF) et les biofiltres liquide-gaz (Biotrickling filters, BTF). Ces biofiltres 

mettent en jeux des microorganismes capables d’éliminer le H2S en l’utilisant dans leur métabolisme.  

Les algues se sont montrés efficaces dans l’élimination du soufre sous forme de H2S [29]. Meier et al. 

[30] ont étudié l’efficacité d’élimination du H2S par Chlorella sorokiniana. Leur étude a montré qu’en 

présence d’oxygène, cette algue peut oxyder le H2S en SO4
2− par la réaction suivante (équation III-9) 

[30] : 

2HS− + 4O2 =  2SO4
2− + 2H+       (III-9) 

Réduction dissimulatrice du sulfate 

Oxydation biologique avec O2 ou 𝐍𝐎𝟑
− 

Composés 

organiques soufrés 

Sulfate                      

SO4
2− 

Sulfure                  

S2- 

Soufre                      

S 

Oxydation biologique Réduction dissimulatrice du soufre 

Oxydation biologique spontanée 

Procédé de minéralisation Réduction assimilatrice du soufre 

Figure I-1 : Cycle métabolique du soufre chez les champignons [27] 
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En plus des algues, les bactéries sont majoritairement utilisées pour la désulfuration des gaz. En 

général, les bactéries du genre Thiobacillus sont utilisées pour ces biofiltres. Elles ne nécessitent pas 

beaucoup de nutriments et résistent aux fluctuations des conditions environnementales (température, 

pH, oxygène). Le Tableau I-2 présente un résumé non exhaustif des bactéries mentionnées dans la 

littérature et utilisées pour la biofiltration du H2S. 

Tableau I-2 : Liste non exhaustive de bactéries utilisées pour l’élaboration de biofiltre pour la désulfurisation du biogaz 

Genre de bactéries Référence 

Acidithiobacullus sp. [31] 

Alcaligenes faecalis [32] 

Bacillus sphaericus [33] 

Beggiatoa sp. [32] 

Geobacillus themoglucosidasius [33] 

Micrococcus luteus [33] 

Thioalkalivibrio sp. [34] 

Thiobacillus (denitrificans, thioparus, 

thiooxidans, ferroxidans) 
[32], [35]–[37] 

Xanthomonas sp. [37] 

Des biofiltres ou biotrickling filtres bactériens sont déjà commercialisés. Biosulfurex® et Bidox® sont 

deux systèmes de purification développés dans des industries danoises [16]. Les bactéries présentes 

dans ces systèmes convertissent le H2S en H2SO4 ou soufre élémentaire. Les composés formés étant 

fortement solubles dans l’eau, ils sont récupérés par dissolution après lavage. Ces systèmes peuvent 

éliminer jusqu’à 98% du H2S présent dans le gaz [38]–[40]. 

Les champignons sont aussi des candidats potentiels pour les biofiltres. Cependant, les études 

effectuées en leur présence ne sont pas nombreuses. Hansen et al. [41] ont suivi l’élimination du 

sulfure d’hydrogène, du sulfure de diméthyle et du méthanetiol dans le biogaz en présence et en 

absence de champignons [41]. René et al. [42] ont également travaillé sur un mélange de levures 

(Candida boidinii) et de champignons filamenteux (Ophiostoma stenoceras) pour l’élimination du H2S, 

du méthanol et du α-pinène [42]. 

Des études sont également effectuées sur un mélange de différents microorganismes. En effet, 

plusieurs biofiltres ont été élaborés en présence d’une culture mixte de champignons et de bactéries 

[34], [43]. Li et al. [44] ont étudié l’élimination de composés comme le sulfure d’hydrogène, le sulfure 

de diéthyle et l’ammoniac en présence d’un mélange de champignons et de bactéries. Leur étude a 
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montré que la présence de ces deux types de microorganismes a produit un effet synergique et 

augmenté l’efficacité du biofiltre combiné [44]. Lopez et al. [43] ont ajouté une bactérie (Rhodococcus 

eruthropolis) au mélange de champignons et de levures initialement étudié par René et al. [46] 

(Candida et Ophiostoma). L’effet de l’ajout d’une bactérie au consortium de microorganismes n’est 

pas démontré à partir de leurs études car plusieurs paramètres ont été modifiés (structure du biofiltre, 

chargement initial en H2S). Il n’est donc pas possible de faire une comparaison sur la capacité 

d’élimination entre ces deux systèmes permettant l’élimination de plus de 95% du H2S initial [42], [45].  

Par rapport aux bactéries, les champignons sont généralement moins sensibles aux variations de 

température, de pH et d’humidité [46], [47]. Gock et al. [48] ont montré que certains genres de 

champignons se développement naturellement dans des milieux acides (pH entre 4,5 et 7,5). De plus, 

ces souches sont résistantes aux fluctuations d’humidité du milieu. Les champignons peuvent se 

contenter de 70% d’humidité relative, comparé aux bactéries qui ont besoin d’une humidité de 100% 

pour se développer [48], [49]. Les champignons présentent également des avantages liés au biofilm 

fongique qu’ils forment durant leur développement. Le mycélium permet d’augmenter la surface de 

contact entre le champignon et le gaz à purifier et par la suite favorise la consommation de la molécule 

d’intérêt. En plus, la présence d’un réseau complexe de filaments facilite l’accès aux nutriments 

présents dans le support [49], [50]. 

Ces avantages justifient l’utilisation des champignons dans la littérature pour l’élimination de plusieurs 

familles de polluants. En effet, ces microorganismes sont déjà utilisés pour la dégradation des 

composés organiques volatils (COV) [51]–[53] ainsi que les hydrocarbures aromatiques polycycliques 

(HAP) [54]–[57] présents dans le sol ou dans l’air. Les champignons filamenteux étant déjà bien établis 

dans les études sur la dépollution, nous nous sommes intéressés au développement d’un biofiltre 

fongique pour la désulfurisation du biogaz.  

 Souches fongiques résistantes à la toxicité du H2S 

Dans le passé, la fumigation par H2S était une technique utilisée pour limiter la contamination des 

plantes par les champignons. Fu et al. [58] ont étudié l’effet du H2S sur Aspergillus niger et Penicillium 

italicum. Leur étude a montré l’intérêt d’utiliser la fumigation pour réduire les biodétériorations 

fongiques après récolte et pendant la période de stockage des aliments [58]. L’effet de la fumigation 

est également étudié aux champs agricoles sur plusieurs espèces végétales telles que la betterave, la 

patate douce et la laitue. En étudiant le développement fongique, Thompson et Kats ont mis en 

évidence l’inhibition de la croissance fongique sur les légumes ayant été traités par fumigation [59]–

[61]. Bien que la fumigation n’ait plus été utilisée en France depuis 1986 [62], ces études montrent que 

le H2S peut avoir des effets toxiques et fongicides et empêcher la croissance des champignons. 
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Dans notre étude, nous voulons développer un biofiltre fongique. Nous avons donc recherché dans la 

bibliographie les souches de champignons décrites comme étant résistantes à la toxicité du H2S. Le 

Tableau I-3 représente une liste non exhaustive de souches fongiques trouvées dans la littérature.  

Remarque : Ces souches ne sont pas nécessairement utilisées dans le cadre de la désulfurisation 

biologique.  

Tableau I-3 : Liste non exhaustive des champignons décrits dans la littérature comme résistant à la toxicité du H2S 

Champignon Référence 

Absidia sp. [63] 

Aspergillus sp. [63], [64] 

Candida sp. [45] 

Cephalosporium sp. [43], [64] 

Fusarium sp. [65] 

Mortierella sp. [63] 

Penicillium sp. [43], [64] 

Mucor sp. [64] 

Ophiostoma sp. [45] 

Trichoderma sp. [64], [65] 

Pendant notre étude, nous avons repris les champignons de cette liste afin de trouver le plus adéquat 

pour le biofiltre. 

I.2.c.3 Substrats utilisés comme support pour les biofiltres 

Les microorganismes du biofiltre sont développés sur un support formé de plusieurs substrats. Ces 

matériaux peuvent aider le développement microbien tout en facilitant le passage du gaz riche en 

soufre. Ils doivent favoriser la croissance et procurer tous les nutriments indispensables au 

développement microbien. Dans la littérature, plusieurs types de supports sont utilisés pour la 

conception de biofiltres. Plusieurs études de purification biologique sont effectuées sur des substrats 

naturels. Le bois est fréquemment utilisé sous forme de copeaux ou d’écorce. Rappelons que le bois 

est formé de cellulose qui peut être utilisée comme source de carbone par certains champignons 

capables de la dégrader. De plus, le bois formé à 15% de lignine peut également servir de substrat à 

certains champignons de la famille des basidiomycètes possédant des enzymes comme la laccase et la 

lignine peroxydase. Un deuxième avantage du bois est sa solidité qui lui permet de résister au 

colmatage en présence d’eau. Sa rigidité morphologique et structurale augmente sa résistance à la 

chute de pression [47]. Un deuxième substrat d’origine naturelle fréquemment utilisé comme support 
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dans les biofiltres est le carton qui est également à base de cellulose et de lignine. Il peut être dégradé 

par certains champignons et utilisé comme source de carbone. Dans une étude de désulfuration d’un 

gaz en présence de champignons, Hansen et al. [42]  ont trouvé que le carton était efficace non 

seulement parce qu’il était formé de cellulose, mais également grâce à sa porosité importante qui 

permet la formation d’un biofilm complexe et ainsi d’augmenter la surface de contact entre le gaz et 

le mycélium [41], [66]–[71]. 

Les biofiltres peuvent être également composés de substrats synthétiques. Arellano-Garcia et al. [35] 

ont développé un biofiltre à base de bactéries et de champignons dans le but d’éliminer différents 

composés soufrés comme le H2S, CS2 et l’éthanethiol. Ils ont utilisé un support formé d’un polymère 

d’uréthane, synthétisé par la réaction entre l’isocyanate et un alcool. L’avantage de ce matériau est 

qu’il permet de contrôler plusieurs paramètres comme la taille des pores ainsi que l’interaction entre 

le support et les microorganismes et par la suite la résistance au colmatage [34], [72], [73]. Deux études 

faites par Dumont et al. [74], [75] montrent qu’un mélange entre une roche minérale, le schiste, et un 

substrat synthétique, l’UP20 (« Urea Phosphate » Phosphate d’Urée), permet une biofiltration 

efficace, de plus de 75% du H2S introduit dans le biofiltre. Le schiste est formé majoritairement de SiO2, 

Al2O3, Fe2O3 et de K2O. Il contient également une quantité mineure de Na2O, MgO et CaO. En plus du 

schiste, le milieu contient de l’UP20, composé de CH4N2O, H3PO4 et CaCO3. Ce matériau contient les 

autres nutriments importants pour le développement fongique (source de C, N et P) [74], [75]. En 

général, les substrats synthétiques et inorganiques ont l’avantage d’être plus durables que les 

matériaux organiques. De plus, leur composition exacte étant connue et homogène, les expériences 

sur ce type de matériaux sont répétables et reproductibles à long terme [27], [74], [75]. Leur 

inconvénient est qu’ils produisent une plus grande quantité de déchets que les substrats naturels. Leur 

destruction met en jeu des procédés industriels pouvant être coûteux ou polluants. 

D’autres études de biofiltre sont effectuées en présence de matériaux déjà utilisés pour l’élimination 

du soufre. Nous pouvons citer la clinoptilolite et le charbon actif connus pour leurs propriétés 

absorbantes et utilisées dans certaines industries pour la purification du H2S. La clinoptilolite est une 

roche de composition similaire à celle du schiste, alors que le charbon actif est majoritairement formé 

de carbone [33], [76], [77]. Une étude a montré l’intérêt de combiner les techniques de désulfuration 

physique et biologique en développant les microorganismes sur un support capable d’adsorber le H2S. 

Zhu et al. [78] ont suivi la capacité de retrait du H2S sur un matériau composite (CM-5) en présence et 

en absence de microorganismes. Les résultats ont montré qu’en présence de microorganismes, la 

capacité d’élimination du H2S était 10 fois plus grande. Le matériau qu’ils ont utilisé pour leurs 

expériences était formé d’un mélange de substrats, notamment de compost, perlite, ciment, 
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fibre végétale et de carbonate de calcium. Le compost est utilisé comme source de nutriments et le 

carbonate de calcium comme tampon pour contrôler le pH [78]. 

En plus de la nature du matériau, plusieurs facteurs jouent un rôle dans le choix du support. Une 

résistance à la dégradation physique, chimique ou biologique fait que le support est efficace et durable. 

La surface spécifique et la porosité des supports améliore son efficacité dans l’élimination du sulfure 

d’hydrogène [79]. 

I.3 Démarche expérimentale 

Pendant notre étude, plusieurs étapes sont suivies dans le but de développer un biofiltre fongique 

capable d’éliminer le H2S du biogaz. En premier lieu, des champignons résistants à la toxicité du H2S et 

capables de l’utiliser comme source de soufre pour leur métabolisme sont sélectionnés. Une série 

d’expériences a permis de choisir deux champignons, l’un provenant du digestat du centre 

d’enfouissement partenaire au projet et l’autre de la mycothèque de l’UCEIV. Ensuite, un support 

favorisant le développement des champignons préalablement sélectionnés est déterminé. Nous avons 

choisi le support de façon à ce qu’il soit formé d’un mélange de substrats d’origine naturelle, peu 

coûteux, facilement accessibles et abondants dans la nature. La troisième étape est de concevoir le 

réacteur utilisé pour l’élaboration du biofiltre. Cette colonne est produite sur mesure, à partir de 

données disponibles dans la littérature. Finalement, la mise en place du bioréacteur a été possible. Des 

tests sont effectués sur le biofiltre fongique en présence de gaz synthétique contenant du sulfure 

d’hydrogène. L’élimination du H2S gazeux par les champignons développés sur le mélange de substrats 

sélectionnés est étudiée. 

  



 Purification du biogaz par biofiltration 

178 
 

II. Matériels et méthodes : 

II.1 Première étape : Sélection des champignons 

Afin de mettre en place un biofiltre fongique, des champignons résistants à la toxicité du H2S et 

capables de l’utiliser comme source de soufre pour leurs métabolismes doivent être sélectionnés. Pour 

cela, différentes expériences biologiques permettant la sélection de souches fongiques et techniques 

de caractérisation sont réalisées. La démarche suivie est détaillée ci-dessous. 

II.1.a Test de résistance à la toxicité du H2S (Na2S) 

La première étape consiste à sélectionner des souches fongiques capables de résister à la toxicité du 

H2S. Deux approches sont employées pour cette sélection. 

II.1.a.1 A partir de la mycothèque de l’UCEIV 

A partir des données disponibles dans la littérature (Tableau I-3), la liste de champignons décrits comme 

résistants à la toxicité du soufre est croisée avec celle des espèces fongiques disponibles dans la 

mycothèque de l’UCEIV. Deux champignons déjà identifiés sont sélectionnés. La résistance de ces 

souches à la toxicité du H2S sera par la suite étudiée expérimentalement. 

II.1.a.2 A partir du digestat du centre d’enfouissement 

Des souches fongiques sont également isolées à partir du digestat produit suite à la méthanisation de 

la matière organique à Opale Environnement.  

Deux méthodes sont utilisées pour isoler les souches fongiques provenant du digestat et résistantes à 

la toxicité du H2S : la méthode de dilution à concentration constante d’H2S (méthode 1) et la méthode 

de dilution à concentration croissante (méthode 2).  

10 g de digestat récupérés du centre d’enfouissement sont ensemencés dans 400 mL de milieu minéral 

de base M1 (Annexe III-1, Tableau I-16) ayant un pH = 7,5. Après 7 jours sous agitation (165 tr/min) à 

température ambiante, 2 mL de ce milieu sont prélevés et introduits dans un milieu minéral M2. Cette 

procédure est répétée deux fois après incubation pendant 7 jours à température ambiante sous 

agitation. La différence entre les deux méthodes de dilution est la concentration de Na2S dans les 

milieux. Cette molécule utilisée dans nos expériences sert à simuler l’effet de la présence du H2S tout 

en etant moins volatile et donc moins dangereuse pour le manipulateur. La méthode 1 met en jeu une 

concentration constante de 200 mg/L de Na2S dans tous les milieux (Figure I-2). Dans la méthode 2, la 

concentration en Na2S est doublée entre un milieu et le suivant (Figure I-3). Enfin, les colonies de 

microorganismes du milieu final des deux méthodes sont isolées sur boites de Petri contenant le milieu 

nutritif de base et les antibiotiques. 
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Figure I-2 : Schéma représentant la méthode de dilution à concentration constante (méthode 1) 

Figure I-3 : Schéma représentant la méthode de dilution à concentration croissante (méthode 2) 

Après incubation, les milieux M4 sont observés au microscope optique (Zeiss Axioster Plus, 

grossissement x400) afin de voir si certaines souches sont susceptibles d’être résistantes à la toxicité 

du H2S. Cette observation a également permis de remarquer l’aspect microscopique des champignons 

présents dans le milieu.  

  

M1   M2      M3      M4 

M1   M2      M3      M4 
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II.1.b Capacité à utiliser le H2S (Na2S) comme source de soufre 

Pour cette expérience, les souches présélectionnées (du digestat ou de la mycothèque) sont cultivées 

dans 6 milieux différents (Tableau I-4). Les milieux utilisés ont un pH acide (4,5) ou neutre (7,5) et 

contiennent du soufre sous forme de MgSO4 (240 mg/L), Na2S (150 mg/L) ou pas de soufre. Un nombre 

identique de spores (25*104 spores), ajusté après comptage sur cellule de Malassez, est introduit dans 

25 mL de milieu correspondant. Le glucose (15 g/L) est utilisé comme source de carbone. En fonction 

de la source de soufre, le magnésium est ajouté sous forme de MgCl2 ou de MgSO4. Le phosphate, 

l’azote, le potassium, le sodium et le chlore sont ajoutés en concentrations standard en fonction du pH 

(Annexe III-1).  

Tableau I-4 : Tableau représentant les conditions expérimentales (pH et source de soufre) des milieux étudiés 

 pH = 4,5 pH = 7,5 

Na2S + MgCl2 Milieu 1 Milieu 4 

MgSO4 Milieu 2 Milieu 5 

MgCl2 Milieu 3 Milieu 6 

Chaque traitement est répliqué en six exemplaires (Tableau I-4). 

Après avoir ensemencé les milieux, les erlenmeyers sont fermés avec un bouchon de coton cardé afin 

de permettre le passage de l’oxygène tout en empêchant l’entrée de microorganismes.  

Après huit jours sous agitation à température ambiante (165 tr/min), les milieux sont filtrés sous vide. 

La biomasse développée dans le milieu est récupérée sur le filtre. Après séchage à 60 °C pendant neuf 

jours, les filtres sont pesés et la masse de la biomasse sèche est déterminée : 

masse champignon = masse filtre plein – masse filtre vide 

Le test statistique de Wilcoxon-Mann-Whitney, est utilisé pour confirmer ou non la significativité des 

différences observées au niveau de la masse. 

II.1.c Identification des souches 

Les champignons provenant du digestat et sélectionnés à partir des expériences précédentes sont 

identifiés par des techniques de biologie moléculaire. Les colonies isolées sont envoyées au laboratoire 

de mycologie de l’Université Catholique de Louvain située à Louvain la Neuve en Belgique. 

Une première étape d’identification repose sur l’aspect visuel des microorganismes (forme, couleur). 

Ensuite, une observation au microscope optique est effectuée afin d’avoir une idée plus précise sur le 
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genre du champignon (aspect morphologique). Enfin, le genre et l’espèce du champignon sont 

confirmés par des techniques de biologie moléculaire (amplification par PCR). 

II.1.d Analyse élémentaire CHNS de la biomasse  

Les échantillons de biomasse fongique sont ensuite étudiés en analyse élémentaire. Après séchage 

pendant neuf jours à 60 °C et pesée, les échantillons à analyser sont broyés dans un mortier. Dans 

l’analyseur CHNS/O Thermo Electron Flash, les échantillons sont pyrolysés à 1000 °C sous oxygène. Le 

soufre, carbone, azote et hydrogène vont par la suite réagir individuellement avec l’oxygène pour 

produire respectivement du dioxyde de soufre, dioxyde de carbone, diazote et de l’eau. Ces gaz sont 

ensuite séparés par chromatographie, détectés et intégrés dans un pic permettant le calcul de leur 

concentration initiale dans les échantillons. Les standards utilisés pour cette expérience sont la cystine 

et la méthionine. 

Cette technique permet de quantifier le carbone, l’hydrogène, l’azote et le soufre présents dans les 

échantillons de biomasse fongique après développement dans les milieux avec et sans les différentes 

sources de soufre. 

II.2 Deuxième étape : Sélection du support 

Après avoir sélectionné les champignons capables de métaboliser le H2S, la deuxième étape est de 

sélectionner un support naturel favorisant le développement des champignons. Pour notre étude, 

nous avons utilisé quatre substrats différents : la perlite, le carton, l’écorce et les pellets de bois. Dans 

un premier temps, des tests de croissance fongique sont effectués sur chacun des substrats individuels. 

Ensuite, le développement des champignons est suivi sur plusieurs combinaisons de substrats afin de 

choisir la composition du support optimal du biofiltre. La composition élémentaire des substrats est 

identifiée par analyse élémentaire CHNS. 

II.2.a Analyse élémentaire CHNS des substrats 

L’analyse élémentaire est effectuée sur l’appareil CHNS/O Thermo Electron Flash. 1 mg d’échantillon 

à analyser est introduit dans l’appareil pour subir un traitement thermique à 1000 °C en présence 

d’oxygène. Les substrats sont séchés et broyés avant d’être introduits dans cet appareil. Le but de cette 

étude est de quantifier le soufre ainsi que d’autres éléments présents dans les substrats. 

II.2.b Capacité d’absorption de l’eau 

Afin de déterminer la capacité des différents substrats à absorber l’eau, deux grammes de substrats 

sont immergés dans 50 mL d’eau distillée (en excès). Après 24 h, les échantillons sont filtrés et pesés. 
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Les substrats humides sont ensuite séchés à 60 °C pendant 96 h. La rétention d’eau (WRC) est calculée 

par la formule suivante : 

WRC = 
mhumide− msèche

mhumide
 x 100 

II.2.c Tests sur substrats individuels 

Une expérience est mise en place pour permettre l’observation du développement fongique sur quatre 

substrats naturels. Les champignons sélectionnés précédemment sont ensemencés individuellement 

sur les quatre substrats en présence de milieux différents notés SUB (pour Substrat) (Tableau I-5).  

Tableau I-5: Conditions de l'expérience sur substrat individuel 

 
Milieu 
SUB 1 

Milieu 
SUB 2 

Milieu 
SUB 3 

Milieu 
SUB 4 

Milieu 
SUB 5 

Milieu 
SUB 6 

Substrat + - + + + + 

Source de S Na2S Na2S Pas de S MgSO4 Pas de S Na2S 

Nutriments + + - + + + 

Source de C Amidon Amidon Pas de C Amidon Amidon Glucose 

+ : en présence                 - : en absence 

Dans le but de faire des expériences répétables et homogènes, une grande quantité de carton double 

face est déchiquetée et préparée en avance. La perlite est séchée à 60 °C pendant 48 h et tamisée pour 

obtenir une taille de particule entre 0,5 et 1 cm. 3 g de substrats sont ajoutés à 10 mL de milieu nutritif 

de base (pH = 4,5) dans des erlenmeyers, et mélangés jusqu’à totale absorption du liquide. Les sources 

de magnésium (MgSO4 et MgCl2) sont ensuite ajoutées à leurs milieux respectifs. Après stérilisation 

des milieux, le Na2S et le glucose y sont ajoutés stérilement. La poudre d’amidon de pomme de terre 

est ensuite directement versée sur le mélange. Les erlenmeyers sont refermés par du coton cardé.  

Après 8 jours sans agitation à température ambiante, le développement fongique est évalué en 

fonction d’une échelle visuelle adaptée à l’expérience. 
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II.2.d Tests sur mélange de substrats 

Une deuxième série de tests est effectuée sur différents mélanges de substrats. Cette expérience met 

en jeu 6 mélanges contenant différentes proportions de perlite, carton, écorce et pellets (Tableau I-6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Une masse totale de 100 g de substrats est mélangée à un milieu nutritif de base (pH = 4,5) + MgCl2 

dans un rapport massique support/milieu de 3/5. Le Na2S et l’amidon de pomme de terre en poudre 

sont ensuite ajoutés de façon à obtenir une répartition homogène des nutriments sur tout le support. 

La souche fongique est inoculée sous forme d’une suspension de spores à une concentration de 

104 spore/mL.  

Les béchers sont ensuite laissés à température ambiante sans agitation pendant 18 jours afin de suivre 

le développement fongique sur chacun des mélanges. 

Le tassement des mélanges est déterminé en mesurant les hauteurs des supports secs, humides et 

humides après 24h. La formule utilisée pour calculer le tassement est : 

Tassement = hhumide – h24 

Suite à la période d’incubation, les cultures récupérées sont observées à l’œil nu.  

Tableau I-6 : Composition des 6 mélanges de perlite, carton, écorce et pellets 

Perlite 

Ecorce 

Pellets 

Carton 
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Afin de confirmer le développement des champignons, un test d’adhérence est effectué. Tous les 

mélanges support + champignon sont lâchés d’une hauteur de 50 cm au-dessus d’une paillasse. L’état 

du mélange à la suite du choc avec la paillasse a permis de déterminer le degré de croissance des 

champignons.  

II.3 Troisième étape : Tests sur biofiltre 

Après avoir sélectionné les champignons et le mélange de substrat qui seront utilisés pour la mise en 

place du biofiltre, un réacteur est fabriqué pour pouvoir faire des tests d’élimination du H2S sur un 

mélange gazeux.  

II.3.a Dimensions de la colonne 

Une colonne en verre (Figure I-4) est élaborée dans un atelier de verre (Spécialverre), situé à Strasbourg 

en France.  

Figure I-4 : Photographie du réacteur vide, conçu pour contenir le biofiltre pendant les expériences sur H2S gazeux 

Un support en acier inoxydable sert à maintenir la colonne verticale. Avec 10 cm de diamètre et 35 cm 

de hauteur, le volume utilisable est de 2750 mL. Deux bouchons étanches retirables de chaque côté, 

munis de deux ouvertures 1/8ème sont placés pour l’entrée et la sortie de gaz. L’entrée de gaz est reliée 

à un tube allongé de 15 cm et fissuré de part et d’autre. Ce tube refermé à son extrémité permettra 

une meilleure dispersion du gaz entrant. La colonne possède au niveau de chaque bouchon une 

ouverture avec robinet, conçues dans l’éventuelle possibilité de devoir piéger le H2S en milieu liquide 
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pour qu’il soit éliminé. Ces trous permettent aussi l’ajout d’un milieu liquide s’il y a nécessité 

d’augmenter l’humidité du milieu. Trois ouvertures étanches à différents niveaux permettent de suivre 

le pH, l’humidité et la température de l’intérieur de la colonne, ainsi que de récupérer un échantillon 

de biomasse. Trois zones peuvent être différenciées au sein du réacteur : H1 est la zone inférieure de 

la colonne, H2 représente la zone intermédiaire et H3 la partie supérieure. Cela permettra de comparer 

l’état de la biomasse exposée à différentes concentrations de H2S. 

Un plateau en porcelaine est déposé en bas de colonne afin de soutenir le mélange de substrat. Ce 

plateau est perforé par des trous de 0,5 cm de diamètre pour permettre le passage de gaz. 

Les deux bouchons étant détachables, la colonne peut être stérilisée sans risque de surpression.  

II.3.b Montage et conditions expérimentales 

Le montage expérimental est représenté dans la Figure I-5. 

Figure I-5 : Montage du dispositif expérimental pour les tests sur biofiltre en présence de H2S gazeux 

Le mélange de gaz introduit dans le réacteur est formé d’air, d’eau et de H2S. Le H2S provenant d’une 

bouteille de gaz sous pression (5000 ppm dans Ar) et l’air provenant du réseau sont reliés à deux 

débitmètres. Ces débitmètres situés à l’intérieur d’un mélangeur (Fensor) permettent de contrôler le 

débit de gaz. L’eau est récupérée à partir d’un autoclave relié au mélangeur. Le chauffage de 

l’autoclave à 100 °C permet d’intégrer de la vapeur d’eau au mélange de gaz. 
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Le mélangeur est relié à l’entrée du réacteur par des tubes en perfluoroaloxy (PFA) chauffés à 70 °C à 

l’aide de cordons chauffants. Un piège à eau est installé à la sortie du réacteur. Il sert à condenser l’eau 

afin de protéger les colonnes chromatographiques de la microGC située en aval du réacteur. La 

microGC (Agilent 490 microGC) est utilisée pour quantifier les gaz en sortie, notamment le H2S, l’O2 et 

le CO2. Les colonnes utilisées sont la poraplotQ (PPQ, sépare le CO2, le H2S et l’eau) ainsi que le tamis 

moléculaire pour séparer l’oxygène et l’azote. Les colonnes sont chauffées et l’hélium est utilisé 

comme gaz vecteur inerte. Après séparation, les molécules sont détectées par un détecteur à 

conductibilité thermique (DCT). La concentration est déterminée en fonction de la surface des pics 

respectifs des molécules et grâce à un étalonnage préalablement effectué dans les mêmes conditions. 

La sortie de la microGC est directement reliée à l’évacuation. 

II.3.c Conditions hygiène et sécurité 

Le sulfure d’hydrogène est un composé toxique, dangereux pour la santé humaine. A basse 

concentration, son inhalation peut causer une irritation des yeux et de la gorge. En cas d’exposition 

aigue à une haute concentration de H2S ou d’une longue exposition à une concentration de plus de 

5 ppm, ce poison peut entrainer la mort [7]. Afin de prévenir contre un empoisonnement par H2S, le 

montage est déposé sous la hotte. L’aspiration en continu du gaz permet d’éviter d’éventuels incidents 

en cas de fuite au niveau du montage. De plus, un détecteur H2S portable (Detecta) est déposé à 

proximité du montage à l’extérieur de la hotte afin d’avertir en cas de dépassement d’un seuil de limite 

de 5 ppm. 

II.3.d Mise en place du biofiltre 

Les substrats sont mélangés dans les proportions déterminées précédemment grâce à l’expérience sur 

mélange de substrats. La masse finale de support est déterminée en fonction du volume du réacteur 

et de la masse volumique du support sélectionné :  

msupport = Vréacteur x ρsubstrats 

La perlite, le carton et l’écorce de bois sont mélangés avec le milieu nutritif de base (Annexes III-

1) contenant du carbone (amidon de pomme de terre), de l’azote (NH4NO3), du phosphore (NaH2PO4 

et Na2HPO4) et du magnésium (MgCl2). Pour une répartition homogène, la solution minérale est 

pulvérisée sur le substrat et mélangée en continu. Ce mélange est autoclavé à trois répétitions à un 

intervalle de 4 jours afin d’éviter d’éventuelles contaminations par des spores de microorganismes 

thermorésistantes. Pour ensemencer le biofiltre, les deux champignons sélectionnés à partir des 

expériences précédentes sont cultivés sur les pellets de bois. Les spores des champignons sont 

ajoutées sur 20 g de pellets contenant un milieu nutritif de base à pH = 4,5. Après 8 jours à température 
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ambiante et sans agitation, les pellets contenant les champignons sont mélangés avec le reste des 

substrats. La colonne est lavée à l’éthanol et la procédure de remplissage se fait sous la hotte. En 

premier, un filtre composé de ouatine est placé sur le support en porcelaine afin d’empêcher les fuites 

de particules de support dans l’appareillage. Ensuite, le support est introduit à l’intérieur du réacteur. 

La colonne est refermée et replacée dans le montage. Un test de fuite permet de vérifier l’étanchéité 

de la colonne après remplissage. La mise en place du biofiltre est illustrée par étape dans Annexes III-2. 

II.3.e Suivi des paramètres du biofiltre 

II.3.e.1 Paramètres en continu 

Le montage du biofiltre est conçu de façon à pouvoir suivre plusieurs paramètres. Le gaz en sortie est 

analysé par chromatographie en phase gazeuse. Des prélèvements de gaz en sortie de biofiltre sont 

réalisés toutes les 10 minutes permettent de suivre la variation de l’O2, CO2 et H2S en fonction du 

temps. De plus, les trous situés sur le côté du bioréacteur permettent de faire un échantillonnage de 

la biomasse et de suivre le pH, la température et l’humidité du support. Enfin, un microscope portable 

équipé d’une caméra et d’une lumière UV (Dinolite digital microscope) est utilisé pour visionner les 

cultures fongiques à l’intérieur du biofiltre.  

II.3.e.2 Paramètres après test 

Afin de déterminer le pH en fin de test, 10 g de support sont immergés dans 100 mL d’eau distillée. Le 

mélange est agité pendant 15 min. Le pH est ensuite déterminé en insérant la sonde du pHmètre 

(HANNA instrument HI2210) dans la partie liquide du mélange. Le milieu obtenu après agitation est 

filtré à l’aide de laine de verre. Le milieu liquide est alors observé au microscope optique et analysé en 

chromatographie ionique (Dionex ICS900). 25 µL d’échantillons dilués 100 fois sont prélevés et injectés 

dans une colonne à anions (Dionex ionpac AS14A, 4x250 mm) précédée d’une précolonne garde 

(Dionex ionpac AG14 4x50 mm) et une colonne à cations (Dionex ionpac CS12A, 4x250 mm) précédée 

d’un précolonne garde (Dionex ionpac CG12A, 4x250 mm). Ces solutions sont entrainées par un 

éluant : hydrogénocarbonate de sodium (10-3 mol/L) et bicarbonate de sodium (8*10-3 mol/L) pour les 

anions et acide méthylsulfonique pour les cations (0,15 mol/L) et passent dans une précolonne avant 

d’atteindre la colonne de séparation afin d’éliminer les impuretés. Les composés sont séparés au 

niveau des colonnes respectives et détectés par un détecteur à conductivité thermique. Pour 

quantifier le soufre présent dans le support et le mycélium, une analyse élémentaire CHNS est 

effectuée sur les différents substrats. Pour avoir des données représentatives de l’intégralité de la 

colonne, chaque substrat est repiqué aux trois niveaux avec trois répétitions.  
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II.3.e.3 Conditions expérimentales 

Le mélange de gaz à l’entrée du réacteur est composé des gaz suivants (Tableau I-7) :  

Tableau I-7 : Composition du gaz à l’entrée du bioréacteur 

Gaz Concentration 

O2 13,2% 

N2 52,8% 

Ar 33% 

H2S 1700 ppm 

L’eau est ajoutée périodiquement au mélange de gaz afin de préserver l’humidité de la colonne. 

Un débit total de 15 mL/min est utilisé pour cette expérience. 

Le temps de séjour (ou en anglais : empty bed residence time (EBRT)), représentant la durée de temps 

nécessaire pour que le gaz passe à travers le réacteur vide, est calculé par la formule suivante : 

EBRT = 
Débit gaz

Volume réacteur
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III. Résultats et discussion 

III.1 Sélection de champignons 

III.1.a Résistance à la toxicité du H2S (Na2S) 

III.1.a.1 A partir de la mycothèque de l’UCEIV 

Deux champignons sont sélectionnés de la mycothèque de l’UCEIV. Ces champignons sont décrits dans 

la littérature comme étant résistants à la toxicité du H2S (Tableau I-3). Ces champignons 

sont Trichoderma harzianum et Absidia glauca. Ces champignons filamenteux forment des réseaux 

mycéliens formés d’hyphes. Leur développement se fait par extension de leurs filaments [80]. 

Trichoderma est un champignon filamenteux de la division des ascomycètes (Hypocreaceae, 

Hypocreales, Hypocreomycetidae, Sordariomycetes, Ascomycota, Fungi [81]). Ce champignon 

cosmopolite est généralement retrouvé dans le sol humide. Il se développe rapidement et forme des 

mycéliums de couleur verte après sporulation. Il possède des propriétés fongicides qui lui permettent 

de réduire les contaminations fongiques présentes dans son environnement [82]. Absidia glauca 

appartient à la division des zygomycètes et à l’ordre des mucorales (Cunninghamellaceae, Mucorales, 

Incertae sedis, Mucoromycetes, Mucoromycota, Fungi [83]). Il peut être trouvé dans l’eau ou dans l’air 

de zones tempérées. La croissance de ce champignon est très rapide. Ce n’est pas un champignon 

pathogène pour les humains mais il peut infecter les aliments en formant un mycélium cotonneux de 

couleur blanche. Il peut se développer même à des  températures moyennes (37 °C) et à pH acide (3-7) 

[84], [85].  

III.1.a.2 A partir du digestat du centre d’enfouissement 

Pour les expériences effectuées en milieu liquide, l’utilisation du Na2S est privilégiée car cette molécule 

est moins dangereuse à manipuler que l’H2S envers l’expérimentateur. Dans les études sur H2S, le Na2S 

et le NaHS sont fréquemment utilisés comme alternatifs [43], [58], [61]. Ces molécules sont 

considérées comme des donneurs exogènes de H2S [86]. En milieu aqueux, le Na2S réagit avec une 

molécule d’eau pour produire une molécule de H2S relâchée dans le milieu.  

 

 

 

 



 Purification du biogaz par biofiltration 

190 
 

En fonction du pH, le H2S pourrait être présent sous forme de H2S, HS- ou S2- (Figure I-6) [87].  

Figure I-6 : Diagramme de prédominance des espèces en solution [88] 

Après la dernière période d’incubation, les milieux de cultures sont observés au microscope optique. 

D’après les images obtenues par microscopie (Figure I-7Figure I-8), les deux méthodes utilisées 

(concentration constante ou croissante de Na2S) ont permis le développement de différents types de 

microorganismes. 

Figure I-7 : Aspect microscopique des souches 
développées dans le milieu final de la méthode 1 

(concentration Na2S constante) après 7J d’incubation 
(x400) 

Figure I-8 : Aspect microscopique des souches 
développées dans le milieu final de la méthode 2 

(concentration Na2S croissante) après 7J d’incubation 
(x400) 

A partir des cultures présentes dans les milieux, des isolements sont réalisés sur boite de Petri. Trois 

champignons sont obtenus : un champignon provenant du milieu de la méthode 1 (CD1) et deux 

champignons provenant de la méthode 2 (CD2 et CD3) (Figure I-9).  

 

 

X400 X400 

H2S 

HS- 

S2- 
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CD1 CD2 CD3 

   

Figure I-9 : Aspect macroscopique des souches fongiques isolées à partir du digestat 

L’ajout d’antibiotiques au milieu de culture permet de limiter la croissance bactérienne. Le 

développement fongique sera alors favorisé. Les antibiotiques utilisés (chloramphénicol et néomycine) 

sont spécifiquement choisis car ils ne contiennent pas de soufre. La seule source de soufre présente 

dans le milieu est probablement le Na2S initialement introduit. Par contre, en raison de la présence de 

digestat dans la solution, nous ne pouvons pas exclure la possibilité de présence d’une source de soufre 

naturelle dans le milieu provenant du digestat. Pour cette raison, une expérience complémentaire est 

effectuée sur les champignons provenant du digestat ainsi que ceux provenant de la mycothèque de 

l’UCEIV pour confirmer leur capacité à utiliser le soufre sous forme de H2S. Cette étude est présentée 

par la suite.  
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III.1.b Identification des souches 

Les souches isolées à partir du digestat sont identifiées par des techniques de biologie moléculaire au 

laboratoire de mycologie de l’Université Catholique de Louvain. Le Tableau I-8 résume le genre et 

l’espèce des souches sélectionnées, ainsi que certaines de leurs caractéristiques. 

Tableau I-8 : Souches fongiques isolées à partir du digestat 

Code Nom de la souche Aspect macroscopique 

CD1 

Trichoderma harzianum aggr  (Hypocreaceae, Hypocreales, 

Hypocreomycetidae, Sordariomycetes, Ascomycota, Fungi 

[81]) : cette souche est formée par un complexe d’espèces. 

Elle est retrouvée généralement dans les sols, les débris de 

végétaux et les composts. 

 

CD2 

Fusarium redolans Wollenweber (Nectriaceae, Hypocreales, 

Hypocreomycetidae, Sordariomycetes, Ascomycota, Fungi 

[89]) : principalement retrouvée sur les plantes et les arbres, 

cette souche peut causer des pourritures sur les légumes 

verts, notamment les asperges. 

 

CD3 

Penicillium crustosum Thom (Aspergillaceae, Eurotiales, 

Eurotiomycetidae, Eurotiomycetes, Ascomycota, Fungi 

[90]) : ce genre de champignon se développe généralement 

sur des aliments riches en protéines. Cette espèce pourrait 

produire des neurotoxines potentiellement dangereuses 

pour les mammifères. 
 

III.1.c Capacité à utiliser le H2S (Na2S) comme source de soufre 

Le but de cette expérience est de montrer que les champignons étudiés peuvent se développer en 

milieu contenant du H2S. Ceci est évalué en comparant la biomasse qui s’est développée dans un milieu 

contenant du Na2S à un témoin positif (milieu MgSO4) et à un témoin négatif (pas de soufre). Cette 

étude est effectuée à deux pH différents : pH = 4,5 et pH = 7,5. Le pH neutre représente le pH du biogaz 

réel. Il peut varier entre 6,5 et 7,5 en fonction de la nature du substrat et du procédé de méthanisation 

utilisé [91], [92]. A pH acide, la forme H2S est prédominante par rapport au HS- et S2- (Figure I-6). Le 

pH 4,5 nous permet donc d’étudier l’effet du H2S sur la croissance fongique. Cette étude est conduite 

sur les cinq champignons préalablement sélectionnés : Absidia glauca et Trichoderma harzianum de la 
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mycothèque, et Trichoderma harzianum (CD1), Fusarium redolans (CD2) et Penicillium crustosum (CD3) 

isolés à partir du digestat.  

Les résultats de cette expérience sont représentés dans les Figure I-10,Figure I-11, Figure I-12, Figure I-13 et 

Figure I-14 ci-dessous. Sur les graphes, la significativité des différences entre un traitement et le milieu 

Na2S du même pH est représentée par une étoile. Ces valeurs sont obtenues grâce au test statistique 

de Wilcoxon-Mann-Whitney. 

III.1.c.1 Souches provenant de la mycothèque de l’UCEIV 

 

Figure I-10 : Développement des cultures de Trichoderma harzianum en fonction du pH et de la source de soufre 

 

Figure I-11 : Développement des cultures d’Absidia glauca en fonction du pH et de la source de soufre 
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III.1.c.2 Souches provenant du digestat 

 

Figure I-12 : Développement des cultures de Trichoderma harzianum (CD1) en fonction du pH et de la source de soufre 

 

Figure I-13 : Développement des cultures de Fusarium redolans (CD2) en fonction du pH et de la source de soufre 
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Figure I-14 : Développement des cultures de Penicillium crustosum (CD3)  en fonction du pH et de la source de soufre 

Pour tous les champignons, une différence significative est observée entre les masses des biomasses 

développées dans le milieu Na2S et le milieu sans S. Ce résultat montre la nécessité de la présence 

d’une source de soufre pour le développement fongique. De plus, ce résultat montre que les cinq 

champignons ont pu se développer dans le milieu contenant du Na2S. Nous remarquons également 

que pour tous les champignons sauf A. glauca à pH = 7,5, la biomasse développée en milieu Na2S est 

équivalente ou significativement supérieure à la biomasse du milieu MgSO4. Cela veut dire que les 

champignons étudiés peuvent métaboliser le Na2S et l’utiliser comme source de soufre pour leur 

métabolisme. 

Les champignons étudiés semblent donc être résistants à la toxicité du Na2S et pourraient l’utiliser 

comme source de soufre pour leur métabolisme. Cette hypothèse est testée par la suite avec l’analyse 

élémentaire des échantillons de Trichoderma harzianum (CD1) et Absidia glauca de la mycothèque 

récupérés à la fin de l’expérience précédente. En effet, en présence d’Absidia glauca à pH = 4,5, la 

biomasse du milieu Na2S est significativement plus élevée que celle dans le milieu MgSO4. De plus, à 

pH = 4,5, Trichoderma harzianum (CD1) a montré le plus grand développement fongique dans les 

milieux avec soufre par rapport aux autres champignons. T. harzianum et A. glauca sont sélectionnés 

pour la suite de l’étude. 

III.1.d Analyse élémentaire CHNS de la biomasse 

Pour confirmer ou non l’assimilation du soufre au sein de la biomasse, une analyse élémentaire est 

effectuée sur les deux champignons. Les résultats des analyses élémentaires du soufre, carbone, azote 

et hydrogène sont présentés dans les Figure I-15 et Figure I-16. 
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 Absidia glauca (Mycothèque) 

 Trichoderma harzianum (Digestat) 

 

 

Ces diagrammes permettent de visualiser le pourcentage massique des éléments C, H, N et S par 

rapport à la masse totale des échantillons analysés. Quel que soit le milieu, les biomasses cultivées 

dans les milieux contenant du soufre semblent être majoritairement formées de carbone (45 à 50%). 

Elles contiennent également 7 à 8% d’hydrogène et 2 à 6% d’azote. La teneur en soufre représente 

moins que 1% de la masse totale des échantillons. Le pourcentage restant représente les éléments non 

identifiés comme l’oxygène, le magnésium, le calcium, le phosphore, etc. Ces valeurs correspondent 

aux proportions décrites dans la littérature [93], [94]. 

En comparant la quantité de soufre présente dans la biomasse, nous remarquons une différence 

importante entre les milieux contenant du soufre et les milieux sans soufre. En présence des deux 

champignons analysés, la biomasse du milieu MgCl2 ne contient pas de soufre. La biomasse 

Figure I-16 : Proportions des éléments analysés (C, H, N et S) dans les échantillons de Trichoderma harzianum (CD1) 
développée dans 3 milieux différents à pH = 4,5 

Figure I-15 : Proportions des éléments analysés (C, H, N et S) dans les échantillons de Absidia glauca développée 
dans 3 milieux différents à pH = 4,5 
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développée dans ce milieu est très faible ce qui montre que le soufre est un élément indispensable à 

la croissance fongique. Dans ce milieu, le soufre est donc l’élément limitant qui a restreint le 

développement fongique. C’est pour cela que la biomasse dans ce milieu, ainsi que la proportion 

élémentaire en soufre sont significativement plus faibles que dans les deux autres milieux.  

Grâce aux proportions obtenues en analyse élémentaire, nous avons pu quantifier le soufre assimilé 

par les champignons dans les différents milieux. La proportion de soufre dans les échantillons de 1 mg 

est représentative de toute la biomasse développée dans leurs milieux respectifs. Cela nous permet 

de calculer la quantité de soufre assimilé en utilisant la formule suivante : 

m(Sbiomasse) = mbiomasse x %S  

Avec  m(Sbiomasse) : masse de soufre dans la biomasse 

mbiomasse : biomasse développée dans les milieux MgSO4 et Na2S 

%S : pourcentage de soufre mesuré par analyse élémentaire 

Connaissant la concentration initiale en soufre dans les milieux, nous pouvons alors calculer le 

pourcentage de soufre assimilé par les différents champignons dans les milieux MgSO4 et Na2S. Le 

Tableau I-9 montre la quantité de soufre retrouvée dans la biomasse fongique, ainsi que le pourcentage 

de soufre métabolisé. 

Tableau I-9 : Pourcentage de soufre assimilé par Absidia glauca et Trichoderma harzianum (CD1) dans les milieux MgSO4 
et Na2S à pH = 4,5 

Souche Milieu % S (mbiomasse) mbiomasse % S assimilé 

Absidia 

glauca 

Na2S 0,79% 744 g 77% 

MgSO4 0,34% 570,5 g 25% 

Trichoderma 

harzianum 

Na2S 0,32% 1001 g 42% 

MgSO4 0,37% 961 g 46% 

Les deux champignons utilisent le soufre présent dans le milieu, que ce soit sous forme de MgSO4 ou 

de Na2S. Il est intéressant de noter que la quantité de soufre assimilée par Absidia glauca dans le milieu 

Na2S est supérieure à celle assimilée dans le milieu MgSO4. Les différences d’assimilation du soufre en 

fonction de la molécule de base pourraient être reliées au métabolisme ou cycle du soufre chez les 

champignons. En effet, comme mentionné dans la partie bibliographie, les microorganismes ont 

besoin de soufre pour se multiplier en l’utilisant pour former des intermédiaires métaboliques soufrés. 

Le soufre peut provenir de sources organiques (acide aminés, protéines) ou inorganiques. Dans notre 

expérience, le soufre présenté aux champignons était inorganique sous forme de MgSO4 et Na2S. Ces 

deux formes (respectivement SO4
2− et H2S/HS- en solution) sont retrouvées dans le cycle du soufre. En 
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effet, le SO4
2− est incorporé dans la cellule par le biais d’une perméase membranaire [25], [28]. Il subit 

ensuite plusieurs réactions enzymatiques jusqu’à être transformé en groupement S-H et intégré dans 

les acides aminés soufrés puis dans les protéines. Le métabolisme fongique du H2S n’est pas aussi bien 

étudié que celui du H2SO4 car cette dernière forme est plus abondante dans la nature. Par contre, 

plusieurs études [63]–[65] en présence de H2S ont montré que les microorganismes, notamment les 

champignons, peuvent utiliser le H2S comme source de soufre. Des études supplémentaires pourraient 

être effectuées pour aller plus loin dans le métabolisme du H2S puisqu’il n’est pas encore très étudié 

en particulier chez les champignons. Nos expériences confirment donc l’utilisation du H2S mais 

n’expliquent pas le mécanisme de sa dégradation ou d’assimilation dans les structures des acides 

aminés.  

En résumé, cinq champignons sont testés pour leur résistance à la toxicité du H2S. Deux proviennent 

de la mycothèque de l’UCEIV (Trichoderma harzianum et Absidia glauca) et trois proviennent du 

digestat du centre d’enfouissement de Calais. Ces trois champignons sont identifiés par des techniques 

de biologie moléculaire comme étant : 

 Trichoderma harzianum Aggr (CD1) 

 Fusarium redolans Wollenweber (CD2) 

 Penicillium crustosum Thom (CD3) 

La capacité des champignons à assimiler le soufre sous forme de Na2S est démontrée par une 

expérience en milieu liquide et ensuite validée par une analyse élémentaire. Finalement, deux 

champignons sont sélectionnés pour la suite de l’étude : Absidia glauca (mycothèque) et Trichoderma 

harzianum (digestat). L’étape suivante est de sélectionner un ou des substrats qui permettront la 

croissance fongique et serviront de support au biofiltre. 

III.2 Sélection du support 

La première série d’expériences a permis de sélectionner des souches fongiques capables de 

métaboliser le H2S en milieu liquide. Trichoderma harzianum (CD1) provenant du digestat et Absidia 

glauca provenant de la mycothèque de l’UCEIV semblent être de bons candidats pour l’élaboration du 

biofiltre. La deuxième série d’expériences permettra la sélection d’un support naturel, favorisant le 

développement des champignons. Dans la littérature, plusieurs substrats sont utilisés comme support 

pour le biofiltre [73], [79], [95]. La perlite, le carton, l’écorce et les pellets de bois semblent être de 

bons candidats pour le support car ils sont d’origine naturelle, abondants et peu chers. Des tests de 

croissance fongique sont donc effectués sur chaque substrat individuel ainsi que sur plusieurs 

mélanges de substrats afin de choisir la composition du support du biofiltre. 
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Tout d’abord, la composition et la capacité de rétention d’eau des différents substrats sont 

déterminées.  

III.2.a Composition élémentaire des substrats 

La composition en soufre, carbone, azote et hydrogène des différents substrats est déterminée en 

analyse élémentaire. Cette technique a permis de quantifier les éléments d’intérêt dans les substrats, 

notamment le soufre. D’après les résultats de l’analyse (Figure I-17) les substrats ne contiennent pas 

de soufre. Cela signifie que toute croissance fongique éventuelle nécessitera la présence d’une source 

de soufre externe.  

Il est important de noter que la composition obtenue par l’analyse élémentaire correspond à ce qui 

est décrit dans la littérature. En effet, la perlite est une roche volcanique composée majoritairement 

d’oxydes de silice et d’alumine [96]. Elle ne contient pas les éléments analysés ce qui explique que 99% 

de la composition de la perlite soit non identifiée par notre analyse. Le bois et le carton sont des 

matériaux organiques à base de cellulose, de lignine et d’hémicellulose. Ces macromolécules (cellulose 

et hémicellulose) sont constituées de polymères de glucose C6H12O6 [97]–[102]. Ces matériaux sont 

donc riches en carbone, oxygène et hydrogène. 

III.2.b Absorption des substrats 

Le test de rétention d’eau informe sur la capacité des matériaux à stocker l’eau. Ce paramètre est 

important pour la suite de l’étude pour pouvoir déterminer le volume d’eau à introduire dans le 

biofiltre sans provoquer la saturation du support. 

  

Figure I-17 : Proportions des éléments analysés (C, H, N et S) dans les échantillons de perlite, carton, pellets et écorce de 
bois 
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Les résultats du test de rétention d’eau sont présentés dans le Tableau I-10 suivant : 

Tableau I-10 : Capacité de rétention d'eau de la perlite, du carton, des pellets et de l’écorce de bois. 

 Masse humide (g) Masse sèche (g) 
Capacité de rétention 

d’eau (%) 

Perlite 11,35 1,93 488 

Carton 10,86 1,91 468 

Pellets 9,95 1,88 426 

Bois 7,47 1,88 295 

Les valeurs obtenues montrent que le matériau le plus absorbant est la perlite, suivie par le carton. La 

capacité de rétention en eau nous permettra de déterminer le volume de solution minérale nécessaire 

et suffisante (optimale) pour le bon déroulement des expériences sur biofiltre. 

Suite à ces deux expériences, nous nous sommes intéressés à la capacité des substrats à favoriser le 

développement fongique.  

III.2.c Tests sur substrats individuels 

Trichoderma et Absidia sont ensemencés sur la perlite, le bois (pellets ou écorce) et le carton. Six 

milieux de compositions différentes sont mis en place (Tableau I-5 en page 183).  

Le milieu SUB 1 est le milieu de référence. Sa composition permet de simuler les conditions 

expérimentales des tests sur biofiltre (milieu gazeux). Les milieux 2 à 6 servent à comparer le 

développement des champignons avec celui du milieu 1 afin d’observer les différences en présence 

des quatre substrats. Le milieu nutritif de base est utilisé pour tous les milieux sauf les milieux 3 qui ne 

contiennent que de l’eau distillée. Le milieu SUB 3 sert donc de témoin négatif strict. Le milieu SUB 5 

contient tous les nutriments sauf le soufre. Il sert donc de témoin négatif pour le soufre. Le milieu SUB 

4 est un témoin positif contenant du MgSO4, la source traditionnelle de soufre. Le milieu SUB 2 est un 

témoin positif strict. Pour cette expérience, l’amidon est utilisé comme source de carbone pour tous 

les milieux sauf le milieu SUB 6 qui contient du glucose. Les sources de carbone couramment utilisés 

dans les milieux de culture pour les champignons sont les sucres simples comme le glucose, fructose, 

mannitol, etc. Cependant, certains champignons possèdent des enzymes hydrolytiques qui leurs 

permettent de métaboliser le carbone sous forme de polymères complexe. Ces exoenzymes de type 

glycosidase, secrétées en dehors de la cellule, provoquent la rupture de certaines macromolécules 

comme l’amidon ou la cellulose. L’amylase est l’une des enzymes responsables de la digestion de 

l’amidon. Une étude effectuée sur l’amidon de pomme de terre a démontré que l’amylase fongique 

est plus efficace que l’amylase bactérienne dans la dégradation des polyoses [103], [104]. L’utilisation 
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de l’amidon comme source de carbone dans nos expériences permet de favoriser le développement 

fongique et de limiter les contaminations bactériennes. 

Pour pouvoir quantifier le développement fongique, une échelle visuelle est mise en place. La Figure 

I-18 représente la croissance de Trichoderma harzianum (CD1) sur la perlite en présence des différents 

milieux de culture.  

 

La couleur verte, représentative de Trichoderma harzianum est utilisée comme indicateur visuel de 

son développement. Le milieu SUB 3 (sans nutriments) et le milieu SUB 4 (MgSO4) représentent le 

minimum et le maximum du développement fongique. Les milieux SUB 1 et SUB 5 sont des milieux 

intermédiaires.  

Les résultats de ce test sur perlite montrent que ce champignon s’est bien développé dans le milieu 

contenant du Na2S (milieu SUB 1). La perlite semble être un substrat adéquat à la croissance fongique, 

en présence de certains nutriments. Cette même expérience est répétée sur les différents substrats 

en présence des deux champignons sélectionnés (Absidia glauca et Trichoderma harzianum (CD1)).  

Figure I-18 : Développement de Trichoderma harzianum sur perlite 
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Les résultats observés sont présentés dans le Tableau I-1116.  

* le traitement 2 à titre indicatif est un milieu liquide ne contenant pas de support. Il sert à valider les nutriments introduits dans le milieu 

nutritionnel.  

Il est important de noter que dans le milieu 1, les deux champignons se sont développés sur l’ensemble 

des substrats. Cela montre que les substrats choisis permettent le développement fongique dans les 

conditions du biofiltre. De plus, ces résultats valident l’amidon comme source de carbone car les 

champignons sont capables de l’utiliser pour leur croissance.  

III.2.d Tests sur mélange de substrats 

Les expériences précédentes ont permis de valider les quatre substrats comme étant satisfaisants pour 

l’expérimentation sur biofiltre en présence de H2S. Etant donné que chaque substrat semble posséder 

des avantages par rapport aux autres, il nous a semblé intéressant de conceptualiser un support formé 

d’un mélange de substrats afin de profiter des caractéristiques de chacun : 

 les macropores du carton qui permettent le passage du gaz, ainsi que l’élaboration d’un réseau 

fongique mycélien complexe à travers les pores. 

 la solidité du bois qui pourrait limiter le colmatage. 

 les micropores et l’absorbance de la perlite qui permettra d’augmenter la surface de contact 

entre le gaz et le support, et aussi avec le champignon. 

                                                           
16 La légende utilisée dans le Tableau I-11 est celle utilisée dans l’échelle visuelle (Figure I-18) : + faible croissance, 
+++ croissance élevée 

Tableau I-11 : Résultats du test de croissance de Trichoderma harzianum et Absidia glauca sur support individuel 

Na2S 

Pas de soufre 

MgSO4 

Milieu SUB 1 

Milieu SUB 3 

Milieu SUB 6 

Milieu SUB 5 

Milieu SUB 4 

Milieu SUB 2 
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 les pellets utilisés pour la production de l’inoculum fongique qui permettront ainsi une bonne 

répartition de l’inoculum dans le support. 

L’intérêt de ces tests est de trouver le mélange idéal qui permette un bon développement fongique et 

limite le tassement dû au colmatage du support. 

Six différentes compositions de support sont donc mises en place afin de choisir la combinaison 

optimale (Tableau I-6 en page 183). Dans cette expérience, le bois est utilisé en grande quantité (> 

60%) car il est décrit dans la littérature comme étant résistant à la chute de pression induite par le 

colmatage.  

Un premier paramètre pris en compte est le colmatage du support. En effet ce phénomène pourrait 

entrainer l’obstruction de la colonne. Le degré de tassement est déterminé grâce à la hauteur du 

mélange humide et après 24 h à température ambiante. Les résultats de ce test, présentés dans le 

Tableau I-12, montrent que les milieux 1 à 5 ont un faible risque de colmatage puisqu’ils ne subissent 

pas un tassement fort. Le milieu 6 par contre, risque de causer l’obstruction de la colonne vu que le 

volume global du mélange a fortement rétréci après 24 h. Il est intéressant de remarquer que le 

tassement semble être proportionnel au pourcentage de carton dans le mélange. Nous allons donc 

opter pour un tassement relativement faible afin d’éviter le colmatage de la colonne.  

Tableau I-12 : Evaluation du tassement, du développement fongique et du degré de tassement des supports en fonction 
de leurs compositions 

Grâce à cette expérience, un deuxième paramètre a pu être mis en évidence. Un test d’adhésion 

effectué après 18 jours d’incubation a permis d’estimer visuellement le développement des 

champignons. En effet, Absidia glauca, le champignon utilisé pour cette expérience, est un 

champignon filamenteux qui pousse rapidement en formant un mycélium. Ce dernier forme une sorte 

de colle qui confère de la cohésion au support. La cohésion du support est donc signe d’un bon 

développement fongique. Après la période d’incubation, les supports ensemencés sont lancés d’une 

Numéro Mélange 1 2 3 4 5 6 

h
sec

 (cm) 6,8 7,2 6,5 7,3 8,6 8,8 

h
humide

(cm) 9,1 9 9,5 8,9 9,8 10 

h
24h

(cm) 9,1 9,1 9,1 8,5 9,3 8,9 

Tassement 0 0 0,4 0,4 0,5 1,1 

Développement 
fongique 

+ (fond) +++ ++ +++ +++ + 
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hauteur de 50 cm. L’état du mélange après choc sur la paillasse permet de juger le degré de croissance 

des champignons.  

Trois cas se présentent : 

+  
Le mélange de substrat est complètement détruit. Le champignon ne s’est pas bien 

développé (Figure I-19 : (3) ; mélanges 1 et 6) 

++ 
Le mélange est partiellement démoli. Le réseau de filaments n’est pas assez développé pour 

maintenir la cohésion du support (Figure I-19 : (2) ; mélange 3) 

+++ 
Le mélange est resté en un seul bloc. Le champignon s’est donc bien développé, les filaments 

ont joué le rôle de colle pour maintenir le support (Figure I-19 : (1) ; mélanges 2,4 et 5) 

 

Les mélanges 2, 4 et 5 ont montré une haute résistance au choc résultant d’un réseau complexe de 

mycélium (pour la composition des mélanges, voir Tableau I-6).  

Ces compositions de mélange favorisent donc un bon développement fongique. Ces trois mélanges 

semblent être convenables pour les tests en milieu gazeux. Afin de choisir entre ces trois mélanges, 

nous nous sommes basés sur l’échelle visuelle établie dans l’expérience précédente. Le réseau de 

filaments présent dans le mélange 4 est visuellement plus développé que dans les mélanges 2 et 5. Le 

  (2)               (1)             (3) 

Figure I-19 : Test d'adhésion des mélanges de substrat 



 Purification du biogaz par biofiltration 

205 
 

mélange 4, contenant une majorité de bois (70%) et de carton (20%) est donc sélectionné pour la suite 

de l’étude.  

En résumé, après avoir sélectionné deux champignons capables de résister à la toxicité du H2S et 

capables de le métaboliser, les substrats sont étudiés en présence de ces champignons. A la suite d’une 

étude bibliographique, quatre matériaux sont sélectionnés : la perlite, le carton, le bois sous forme de 

pellets et sous forme d’écorce. La composition et la capacité de rétention d’eau de ces matériaux sont 

déterminées. Ensuite, un test de croissance sur substrat individuel a montré que tous les substrats 

favorisent le développement fongique dans les conditions envisagées. Chaque substrat ayant ses 

avantages, un mélange de ces quatre composés pour être optimal pour le biofiltre est choisi. Le 

tassement et le développement fongique sur plusieurs mélanges de supports sont étudiés. Cette étude 

a permis de sélectionner la composition du support à utiliser dans la suite de l’étude. Il sera formé de :  

 70% écorce de bois 

 20% carton 

 5% perlite 

 5% pellets  

L’étape qui suit sera de mettre en place le montage du biofiltre en présence des champignons 

sélectionnés et de mélange choisi. 

III.3 Tests sur biofiltre 

Le biofiltre est mis en place dans le but d’éliminer le H2S présent dans le biogaz. Nous partons donc de 

l’hypothèse que les champignons ensemencés sur le support vont utiliser le soufre présent dans le 

biogaz sous forme de H2S pour leur métabolisme.  

Dans notre expérience, nous avons simplifié les conditions en remplaçant le biogaz par un mélange de 

gaz contenant de l’oxygène et de l’azote (air), du sulfure d’hydrogène dilué dans de l’argon et de l’eau. 

Les concentrations d’eau et d’oxygène sont choisies en fonction des besoins des champignons, les 

champignons étant des microorganismes aérobies. Cela signifie que l’oxygène de l’air est un des 

éléments nécessaires à leur développement. Une étude a montré qu’en dessous de 4% d’oxygène, la 

vitesse de croissance des champignons diminue fortement [105]. La concentration de 13% d’oxygène 

utilisée dans le biofiltre est donc suffisante pour subvenir aux besoins fongiques. 

De plus, l’eau du milieu joue un rôle important dans le développement fongique. La présence d’eau en 

quantité adéquate peut favoriser l’assimilation de l’oxygène. En même temps, une humidité trop haute 

pourrait saturer le milieu et empêcher le développement des champignons. En général, l’humidité 

optimale varie selon les espèces fongiques. Alors que certaines espèces préfèrent 70% d’humidité, le 
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genre Trichoderma et Absidia semblent mieux pousser dans les milieux avec une humidité entre 30 et 

50% [49], [106]–[109], intervalle retenu dans notre expérimentation. 

La quantité de H2S introduite dans le biofiltre (1700 ppm) est déterminée en fonction de la 

concentration détectée dans le biogaz brut provenant d’Opale Environnement (Partie 1-V.1.c, 

page 43). Les dimensions de la colonne en verre sont choisies en fonction des données disponibles 

dans la littérature (Tableau I-13). 

Tableau I-13 : Dimensions des bioréacteurs cités dans la littérature 

Longueur (cm) 28 60 35 70 90 70 77 

Diamètre (cm) 6 6 10 7,5 8 9.4 10 

Volume (cm3) 791 1695 2750 2780 4521 4855 6044 

Référence [79] [110] 
Notre 

étude 
[42] [34] [45] [74] 

Afin d’éviter la retombée de particules de substrat à travers la porcelaine, des fibres de ouatine 

recouvrent cette plateforme.  

Pour étudier l’efficacité du biofiltre, nous avons suivi plusieurs paramètres pendant les 60 jours de 

l’expérimentation. Premièrement, les résultats des gaz analysés en sortie du réacteur sont présentés. 

 Evolution de la concentration des gaz (H2S, O2 et CO2) 

Le paramètre le plus important est la concentration de H2S en sortie du réacteur. Cette concentration 

est suivie en fonction du temps grâce à une microGC reliée à la sortie du réacteur. Nous avons 

également suivi l’évolution de la concentration en O2 et CO2 du gaz en sortie du réacteur (résultats non 

représentés).  

Premièrement, il est important de mentionner que la concentration de H2S reste nulle durant les 

60 jours de l’expérience. Cela signifie que le H2S n’est pas relâché dans le gaz sortant du réacteur. 

Durant les 20 premiers jours (J0 à J20), la concentration d’oxygène diminue et la concentration de CO2 

augmente. L’oxygène et le dioxyde de carbone sont deux indicateurs de la croissance fongique. En 

effet, pour se développer, les champignons ont besoin d’une source de carbone. Dans notre cas, cette 

source est l’amidon, ou plus simplement le glucose. La dégradation du glucose (ou respiration aérobie) 

se résume par la réaction suivante (équation III-10) : 

C6H12O6 + 6O2 = 6CO2 + 6H2O       (III-10) 



 Purification du biogaz par biofiltration 

207 
 

Les variations inversement proportionnelles des teneurs en O2 et CO2 du gaz en sortie du réacteur 

confirment l’occurrence de la respiration aérobie et donc le développement fongique.  

A partir de J20 (entre J20 et J60), la concentration d’oxygène augmente jusqu’à atteindre les valeurs 

initialement observées. En parallèle, la concentration de CO2 diminue de façon progressive jusqu’à se 

stabiliser après 40 jours. Cela pourrait signifier que la biomasse fongique est en train de diminuer ou 

de diminuer son activité métabolique. Les conditions du biofiltre pourraient ne plus être favorables au 

développement fongique. Ce phénomène serait soit en raison de facteurs limitants la croissance, par 

exemple l’épuisement d’un nutriment nécessaire à la croissance des microorganismes ou pH 

défavorable, soit du fait de la formation d’une ou de plusieurs molécules toxiques au champignon, par 

exemple déchets du métabolisme.  

De ces données, nous pouvons donc conclure que le champignon semble bien se développer durant 

les trois premières semaines de l’expérimentation. Ensuite, une diminution de la charge fongique 

(biomasse ou activité) semble avoir lieu. Il sera nécessaire de comprendre les causes de ce 

ralentissement de croissance.  

La croissance fongique visuelle est également un paramètre à suivre. Les champignons utilisés dans le 

biofiltre sont Trichoderma harzianum (CD1) et Absidia glauca. Trichoderma est caractérisée par une 

couleur verte, due en particulier au phénomène de sporulation, et Absidia est représentée par un 

réseau de filaments blancs. Ces indicateurs qualitatifs peuvent nous renseigner sur le développement 

fongique. Nous avons suivi la croissance fongique par trois procédures : 

 Observation à l’œil nu 

L’observation du changement de couleur du biofiltre a permis de confirmer la présence de 

champignons qui se développent sur le support. Nous avons observé une coloration verte 

caractéristique de la présence de Trichoderma à la base de la colonne dès J5.  
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Progressivement, cette couleur verte s’est étendue vers le haut de la colonne durant les 60 jours 

d’expérience (Figure I-20). 

 

Figure I-20 : Schéma représentant la progression de la couleur verte représentative du développement du champignon 
Trichoderma CD1 en fonction du temps 

Remarque : il faut noter qu’après 30 jours, il n’y a plus d’évolution : la couleur verte est restée au même 

niveau. 

Cette simple observation visuelle ne permet pas de conclure si Absidia est également présent, il peut 

être simplement masqué par la couleur verte dominante dans le biofiltre. Seules des analyses en 

biologie moléculaire réalisées sur des prélèvements faits à la fin de l’expérimentation pourront nous 

renseigner sur les espèces présentes (expérience en cours). A ce stade, nous pouvons juste conclure 

que les champignons semblent donc trouver plus de facilité à se développer à la base de la colonne. 

Cela pourrait être lié à l’absence de contact direct entre les microorganismes et H2S puisque le tube 

par lequel H2S est injecté dans le biofiltre n’atteint pas les 15 derniers centimètres de la colonne. Cela 

pourrait également être lié à un gradient d’humidité avec la base de la colonne qui est plus riche en 

eau qui s’écoule par gravité. Ce taux d’humidité plus élevé pourrait favoriser le développement des 
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champignons. Pour répondre à cette hypothèse, il serait intéressant d’effectuer une expérimentation 

en inversant le sens de circulation du gaz (de bas en haut).  

La vitesse de croissance est également un indicateur à suivre. En se basant sur l’intensité de la couleur 

verte, il est important de noter une progression plus rapide entre 5 et 10 jours qu’entre 10 et 15 jours. 

Ces observations sont en accord avec la croissance théorique des champignons. En effet, la croissance 

fongique est formée de plusieurs phases consécutives (Figure I-21).  

Figure I-21 : Courbe de croissance théorique de champignons dans un milieu liquide 

En premier, les spores ensemencées commencent leur germination. Cette phase de latence représente 

un développement cellulaire faible. Elle a lieu quand les spores se trouvent dans des conditions 

environnementales favorables. La phase de latence est suivie par une phase exponentielle où la 

croissance fongique atteint son maximum. Durant cette phase, la biomasse augmente rapidement et 

consomme beaucoup de nutriments. La croissance est ralentie dès que l’un des éléments 

indispensables à la croissance fongique est épuisé. Ensuite commence la phase stationnaire. Durant 

cette phase, la biomasse reste stable. Les nutriments encore disponibles peuvent être utilisés pour une 

étape de sporulation du champignon. Les spores sont des propagules de survie disponibles pour 

recommencer un cycle quand les conditions redeviendront favorables. Enfin, si le milieu n’est pas 

renouvelé, les cellules fongiques entrent en sénescence. La biomasse diminue, c’est la phase de déclin  

[112]. La durée de ces phases diffère en fonction de la quantité de nutriments, de la nature du milieu 

(liquide ou solide), des paramètres environnementaux (température, humidité…), des espèces 

fongiques, etc. [80], [112]–[114]. Il est difficile de comparer les données disponibles dans la littérature, 

obtenues à partir d’études réalisées en milieu liquide homogène, avec nos travaux. En effet, le biofiltre 

est considéré comme hétérogène car il se crée des gradients de nutriments entre les zones colonisées 

(appauvries en nutriments) et les zones non colonisées (plus riches en nutriments). Au fur et à mesure 

que le champignon épuise son milieu, il se déplace grâce à une croissance apicale des hyphes vers des 
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Figure I-22 : Observation au microscope optique à lumière UV à un grossissement x40 du biofiltre aux niveaux H1 et H2 
après 10 et 30 jours du début de l’expérience. 

zones où les nutriments sont encore disponibles, d’où ce front de migration observé du bas de la 

colonne vers le haut. 

De plus, Il y a plusieurs cycles de culture du champignon selon la hauteur de la colonne. Par exemple, 

à J10, en bas de colonne, les champignons seraient en phase stationnaire alors qu’en milieu de colonne 

ils seraient en phase exponentielle. Il est probable que suite au développement des champignons, un 

élément initialement présent dans le milieu nutritif ait été totalement consommé. Cet élément devient 

limitant et pourrait perturber la croissance fongique. Si c’est le cas, il est important de déterminer le 

composé limitant afin de faire face à ce problème. Ce phénomène déjà observé dans la littérature 

nécessite d’ajouter du milieu minéral au sein de la colonne durant les expériences. Des études ont 

proposé un modèle de biofiltre plus complexe appelé « biotrickling filter » (BTF). Ce procédé est basé 

sur un système de double circulation. Un mélange de gaz, contenant la molécule à éliminer, traverse 

le biofiltre dans un sens, par exemple de bas en haut. En même temps, un mélange liquide contenant 

le milieu nutritif travers la colonne en sens inverse, de haut en bas. Ce milieu permet de recharger le 

support en nutriments nécessaire à la croissance fongique. Ce dispositif réduit les risques d’engendrer 

des facteurs limitants [27], [72], [75]. 

 Observation au microscope UV 

Nous avons examiné le garnissage à l’aide d’un microscope portatif équipé d’un éclairage UV dans le 

but de visualiser le mycélium directement dans le biofiltre. Les observations au microscope nous ont 

permis de voir le réseau de filaments qui a poussé sur le support. Entre J10 et J30, nous remarquons 

une nette augmentation des zones colonisées par le réseau fongique (Figure I-22) : 
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L’étude microscopique du développement fongique (Figure I-22) indique un développement de 

T. harzianum assez rapidement après 10 jours de fonctionnement du biofiltre puis progressivement le 

mycélium a progressé jusqu’au niveau H2 après environ 30 jours de culture. Cette observation renforce 

l’aspect hétérogène de la courbe de croissance aux différents niveaux du biofiltre. 

 Paramètres étudiés en fin d’expérience 

Après 60 jours de test, l’expérience est arrêtée. A ce stade, seul un débit d’air passe à travers la colonne 

dans le but de purger cette dernière d’une éventuelle quantité de H2S adsorbé. Après 2 jours de purge, 

le support est récupéré en séparant les trois niveaux H1, H2 et H3. Plusieurs paramètres sont alors 

étudiés.  

- Analyse élémentaire du garnissage 

Afin de démontrer que le soufre est bien piégé à l’intérieur du biofiltre, nous avons quantifié le soufre 

présent dans le garnissage (mycélium + support) par analyse élémentaire. Il faut bien noter que dû à 

la nature microscopique des champignons, nous ne pouvons pas séparer le support après test du 

mycélium fongique. Pour cela, nous prenons en considération la présence de champignons dans 

l’interprétation des résultats.  

En comparant avec l’analyse élémentaire des substrats avant et après test, nous remarquons une 

différence au niveau du pourcentage de soufre pour tous les substrats (Figure I-23).  

 

Figure I-23 : Composition élémentaire en soufre du support avant (substrat uniquement) et après utilisation dans le 
biofiltre (substrat et mycélium) 

En effet, la composition élémentaire des substrats analysés avant biofiltre montre que ces composés 

ne contiennent pas de soufre. Cependant, après biofiltration, la teneur en soufre de ces mêmes 
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substrats se situe entre 0,3 et 2,7% de la masse totale. Le soufre présent initialement dans le gaz 

entrant est bien capté à l’intérieur du biofiltre.  

- Le pH 

Durant l’expérience, nous avons suivi le pH du biofiltre en fonction du temps aux trois niveaux. Des 

différences au niveau du pH sont remarquées, notamment au niveau H2 (acide) et au niveau H1 

(neutre). Le pH du niveau H3 n’a pas pu être mesuré en raison du manque d’humidité. Ces variations 

ont été évaluées en utilisant un papier pH ce qui ne permet qu’une mesure approximative du pH du 

milieu. Nous avons également mesuré le pH du filtrat obtenu après mise en solution du support 

récupéré en fin d’expérience aux trois niveaux. Le pH est acide dans la colonne après 60 jours 

d’incubation (Tableau I-14).  

Tableau I-14 : pH des filtrats récupérés à différents niveaux de la colonne après 60 jours de test 

 H1 H2 H3 

pH 5,37 3,56 5,06 

Comme remarqué au cours de l’expérience, le pH est beaucoup plus acide au niveau H2 qu’aux deux 

autres niveaux. Plusieurs études effectuées sur des biofiltres bactériens ont montré une diminution du 

pH en fonction du temps. Ces études effectuées en présence de bactéries sulfato-oxydatrices ont relié 

la diminution du pH à la production d’acide sulfurique et sa diffusion dans le milieu. Ce phénomène 

peut également avoir lieu en présence de champignons. En effet, nous savons que les cellules 

eucaryotes peuvent introduire le H2S à l’intérieur de la cellule. Au niveau de la mitochondrie, le H2S est 

oxydé en soufre élémentaire [87], [115], [116]. Cette forme de soufre peut être oxydée et former du 

SO4
2−. Il est possible que ce phénomène ait eu lieu durant notre expérimentation, ce qui expliquerait 

l’acidification du milieu.  

- Analyses en chromatographie ionique 

Pour pouvoir interpréter la diminution du pH, nous avons dosé par chromatographie ionique les anions 

et les cations présents sur le support du biofiltre comme le SO4
2−, le  NH4

+, le NO3
−, etc. Cette analyse 

nous a permis de démontrer une corrélation entre le pH et la teneur en SO4
2−. En effet, les étages H1 

et H3 contiennent une concentration de  SO4
2− plus faible (respectivement 264 et 389 mg/L) que le 

niveau H2 (810 mg/L). La présence de cette molécule pourrait être la cause directe de la baisse du pH, 

causant l’arrêt de la croissance fongique. En effet, bien que les champignons puissent s’adapter aux 

fluctuations environnementales, un pH égal à 3 est une limite très basse pour tous les êtres vivants. Il 

est important de noter que dans les conditions de température et de pression utilisées, cette molécule 

ne peut être produite que par l’action du vivant. Cela veut dire que le(s) champignon(s) est bien en 
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train de reprendre le H2S et de le transformer en  SO4
2−(catabolisme) ou en acide aminé (anabolisme). 

La présence de  SO4
2−en dehors des cellules est corrélée soit à l’excrétion de cette molécule par les 

champignons, soit à son relargage suite à une lyse cellulaire.  

Afin d’éviter la forte diminution de pH, certains chercheurs ont ajouté une solution de NaOH au milieu 

expérimental (en solution tampon). Cela permet de rétablir un équilibre et de reprendre les conditions 

optimales de pH et d’humidité [76], [79]. Cette préconisation pourrait être intéressante à envisager 

dans une seconde expérimentation du biofiltre. 

Nous remarquons également des différences au niveau des teneurs en ions azotés NO3
− et NH4

+. 

D’après les données obtenues par chromatographie ionique, nous avons calculé la masse de l’azote au 

niveau des étages H1, H2 et H3. Connaissant la masse initiale d’azote introduite dans le biofiltre 

(0,228 g), nous avons déterminé le pourcentage d’azote consommé à chaque niveau (Tableau I-15). 

Tableau I-15 : Consommation d'azote déterminée par chromatographie ionique 

 
Concentration 

𝐍𝐎𝟑
− (mg/L) 

Concentration 

𝐍𝐇𝟒
+ (mg/L) 

Masse azote 

(g) 

Consommation 

d’azote (%) 

H1 9,6 0,6 0,0034 96 

H2 2,6 7,6 0,0074 90 

H3 38,4 8,0 0,0198 74 

Les données obtenues montrent que le nitrate d’ammonium (NH4NO3) est consommé à tous les 

niveaux de la colonne. En milieu aqueux, ce composé produit spontanément des ions NO3
− et NH4

+. En 

revanche, l’utilisation de ces formes ioniques azotées renforce l’hypothèse d’un développement d’une 

biomasse vivante (très probablement fongique vu le développement visible du mycélium) car l’azote 

est un élément indispensable à la synthèse des protéines par exemple. Ce résultat peut expliquer 

l’arrêt de l’activité ou du développement fongique par manque d’azote aux niveaux H1 et H2 de la 

colonne.  

Au niveau H3, nous n’avons pas identifié d’espèce fongique par observation visuelle et au microscope. 

Par contre, la consommation de 75% du NH4NO3 indique la présence de microorganismes. A travers 

différentes techniques de biologie moléculaire, il serait intéressant de démontrer la présence ainsi que 

de déterminer la nature des microorganismes à l’origine de la consommation du NH4NO3.  

- Calcul du bilan de soufre 

En prenant en compte le débit de 1700 ppm par minute pendant 60 jours, une masse de 2,7 g de soufre 

est introduite dans le biofiltre. De plus, en supposant que la moyenne de soufre retrouvée par analyse 

élémentaire dans chaque substrat est représentative de la totalité du substrat respectif, nous avons 
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calculé en fonction de la masse de bois, perlite et carton initialement introduite dans le mélange 

(respectivement 280, 20 et 80 g) la quantité de soufre totale présente dans le support contenant du 

mycélium. Par ce calcul, nous retrouvons 1,9 g de soufre.  

Par suite, nous pouvons calculer le rendement d’élimination du soufre en fonction de la quantité de 

soufre déterminée par analyse élémentaire : 

R(S) = m(s) final/m(s) initial*100 = 1,9 / 2,7 * 100 = 70% 

Puisque le gaz en sortie ne contient pas de H2S, nous pouvons penser que le soufre est encore à 

l’intérieur du réacteur (sur le support et/ou à l’intérieur des champignons). Les 0,8 g de soufre 

manquants pourraient être repris par la vapeur d’eau condensée au niveau du piège à eau. Il serait 

intéressant dans une prochaine expérience d’analyser cette solution. Cette différence entre les deux 

masses pourrait être due à l’erreur de la composition élémentaire. En effet, comme nous l’avons déjà 

mentionné, le support à l’intérieur de la colonne est très hétérogène. Pour avoir une valeur plus fiable, 

il faudra multiplier les répétitions aux différents niveaux de la colonne. Une autre hypothèse pourrait 

être que le soufre a été transformé en une molécule gazeuse non détectable par la méthode 

chromatographique que nous utilisons. Ceci expliquerait les 30% de soufre manquants. Pour cela, nous 

pourrons dans de prochaines expériences coupler la microGC que nous avons utilisé avec un détecteur 

FDP conçu spécifiquement pour les composés soufrés.  

Grâce aux valeurs obtenues en chromatographie ionique, nous avons calculé la quantité de soufre 

retrouvée sur le substrat de la colonne. Les données représentent la quantité de soufre récupérée de 

10 g de garnissage dans 100 mL d’eau distillée. En moyenne, nous retrouvons 48,1 mg de  SO4
2− dans 

10 g de support formé de mycélium et du garnissage. A partir de cette valeur, nous avons pu calculer 

la masse de soufre sous forme de  SO4
2− à 0,639 g.  

Cette masse est inférieure à la masse de soufre calculée d’après l’analyse élémentaire (0,639 < 1,9 g). 

Cela veut dire que le soufre n’est pas uniquement présent sous forme de SO4
2−. En effet, la différence 

au niveau des masses peut être corrélée aux différentes formes de soufre non détectées en 

chromatographie ionique, notamment au soufre organique (acides aminés). Ce type de soufre se 

trouve à l’intérieur des cellules fongiques. Le reste du soufre non identifié par chromatographie 

ionique mais quantifié par l’analyse élémentaire (1,9 – 0,639 = 1,26 g) serait donc incorporé dans les 

champignons. Cette expérimentation, bien qu’elle ait été faite à une seule reprise, montre clairement 

le rôle que joue le champignon dans la transformation du soufre. Il serait pertinent de développer un 

protocole expérimental plus complexe et d’augmenter le nombre de répétitions afin d’obtenir des 

résultats plus exacts et d’identifier les autres formes de soufre.  
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En résumé, cette première expérience sur le biofiltre nous a permis de tirer plusieurs conclusions. 

Premièrement, les champignons sélectionnés se sont développés sur le support choisi. Cela valide 

l’utilisation de ces deux champignons (Absidia glauca et Trichoderma harzianum) et des quatre 

substrats (perlite, carton, pellets et écorce de bois) pour le biofiltre fongique. De plus, nous n’avons 

pas constaté de développement bactérien important. Cette observation confirme que la stratégie 

d’utiliser de l’amidon comme source de carbone favorise le développement fongique au détriment des 

bactéries. En plus de cela, le montage est étanche et sécurisé et semble être adéquat aux expériences 

sur l’élimination du H2S gazeux. Durant cette expérience, les paramètres suivis sont le pH, la 

concentration en H2S, O2 et CO2 du gaz en sortie et le développement fongique par observation 

visuelle, au microscope UV et échantillonnage sur boite de Petri. Ces paramètres sont en accord avec 

ce que nous recherchons mais certains points restent à améliorer. Les variations de pH semblent être 

importantes pour comprendre les réactions mises en jeu à l’intérieur du biofiltre. Une méthode plus 

fiable pour l’étude du pH devra être établie. De plus, il serait intéressant de déterminer la composition 

du condensat en sortie du biofiltre ainsi que d’analyser le gaz en sortie à l’aide de chromatographie 

spécifique afin de faire un bilan de soufre plus exact. Le suivi de la croissance fongique par des 

paramètres visuels macroscopiques et microscopique semble être efficace mais non suffisant. Il faudra 

étudier la concentration de CO2 et O2 en sortie et confirmer la corrélation entre ces gaz et le 

développement des champignons. Pour accroitre la durée de vie des champignons, nous devons 

déterminer l’élément potentiellement limitant et augmenter sa concentration en début ou au fur et à 

mesure de l’expérimentation. 

Enfin, pour respecter les temps de résidence retrouvés dans la bibliographie (≈20s) [42], [78], [79], 

[117], le débit de gaz devrait être augmenté durant les prochaines expériences afin de réduire le temps 

de résidence à l’intérieur de la colonne. 

 

 

 

 

 



 Purification du biogaz par biofiltration 

216 
 

IV. Conclusion et perspectives 

Dans le cadre de ce projet, nous nous intéressons à la biopurification du H2S du biogaz. Pour cela, nous 

avons mis en place un biofiltre fongique contenant deux champignons ensemencés sur 4 substrats. 

Notre étude a confirmé qu’un biofiltre contenant des souches de Trichoderma harzianum et Absidia 

glauca ensemencés sur un mélange de perlite, bois et carton est efficace dans l’élimination du H2S 

dans les conditions mises en place durant nos expériences. En effet, au cours de notre expérience de 

60 jours, l’H2S n’est jamais détecté en sortie du réacteur. Plusieurs paramètres sont suivis au cours et 

la fin de notre expérience (Figure I-24).  

Afin de valider nos interprétations et de mieux comprendre les mécanismes mis en jeu dans le biofiltre, 

il est indispensable de faire plus d’expériences. Premièrement, nous savons grâce à nos expériences 

que le soufre est récupéré dans le biofiltre (analyse élémentaire et chromatographie ionique). Ces deux 

analyses procurent des résultats très intéressants mais ayant une marge d’erreur assez large (pas assez 

de répétition). Pour cela, nous avons préparé un protocole expérimental plus compliqué mais 

homogène et répétable pour ces deux analyses. La chromatographie ionique nous permettra 

également de valider la déficience en azote au cours des 60 jours de test. Nous pourrons alors mieux 

comprendre les raisons de l’entrée des microorganismes en phase de déclin après 20 jours de test. 

Enfin, l’observation visuelle de la colonne nous a permis de suivre la croissance fongique en se basant 

Figure I-24 : Schéma récapitulatif de certains paramètres suivis durant les 
tests sur biofiltre 
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sur la couleur verte de Trichoderma harzianum. Par contre, la prédominance de cette couleur ne refute 

pas la présence d’Absidia glauca. Pour cela, une étude plus poussée en biologie moléculaire sera 

effectuée sur les échantillons récupérés durant l’expérience. 

A plus long terme, de nouvelles expérimentations doivent être conduites pour améliorer ces premiers 

résultats. Dans un premier temps, il faudrait améliorer les conditions de l’expérience afin d’arriver à 

des conditions envisageables dans un milieu industriel. Il faudra donc augmenter le débit afin d’obtenir 

un temps de résidence dans la colonne comparable aux temps de résidence actuellement utilisé durant 

les purifications sur charbon actif. De plus, il est important d’étudier le comportement des 

champignons en présence d’un gaz contenant du CO2 et CH4. Ces deux composés étant les gaz 

majoritaires du biogaz, un test en leur présence pourrait donner plus d’indication sur l’efficacité du 

bioréacteur vis-à-vis de l’élimination du soufre du biogaz réel. Enfin, une expérience peut également 

être effectuée en présence du biogaz brut provenant du centre d’enfouissement. 
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V. Annexes 

Annexe III-1 : Préparation des milieux, composition standard en fonction du 

pH 

Tableau I-16 : Composition des milieux nutritifs de base à 100 mM à pH = 4,5 et pH = 7,5 

pH = 4,5 

 

pH = 7,5 

Na2HPO4.2H2O 

(mg/L) 
5205 

Na2HPO4.2H2O 

(mg/L) 
40 

NaH2PO4.2H2O 

(mg/L) 
3235 

NaH2PO4.2H2O 

(mg/L) 
7720 

KCl (mg/L) 250 KCl (mg/L) 250 

NH4NO3 (mg/L) 1000 NH4NO3 (mg/L) 1000 

MgSO4 (mg/L) 240 MgSO4 (mg/L) 240 

Glucose (g/L) 15 Glucose (g/L) 15 

 

La concentration des éléments est déterminée à partir de la composition connue de deux milieux de 

base. 

La substitution des sources de carbone, soufre et magnésium est effectuée de façon à respecter les 

concentrations atomiques des éléments d’intérêt. 

L’ajout de certains composés en solution nécessite une étape préliminaire afin d’assurer leur 

dissolution. Le glucose et le malt sous forme de poudre sont dissouts en chauffant la solution sous 

agitation à 60 °C. La solution de Na2S forme des cristaux à température ambiante. Avant toute 

utilisation, cette solution est chauffée à 80 °C et bien agitée afin de redissoudre les cristaux de Na2S. 

  



 Purification du biogaz par biofiltration 

219 
 

Annexe III-2 : Mise en place du biofiltre 

 

 

  

Nettoyage de la colonne à 

l’éthanol sous la hotte 

 

Introduction de la ouatine à 

l’extrémité inférieure de la 

colonne 

 

Mélange des pellets ensemencés, 

du support perlite-bois-carton et 

du milieu nutritif  

 

Remplissage de la colonne par le 

mélange de substrat 

 

 

Introduction de la ouatine à 

l’extrémité supérieure et 

fermeture de la colonne à l’aide du 

bouchon et des épingles pour 

l’étanchéité. 

 

 

Mise en place du bioréacteur sur le 

support. Connexion de l’entrée et 

de la sortie de gaz au mélangeur et 

à la microGC. 
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Conclusion générale et perspectives 

Dans le contexte de la lutte contre le réchauffement climatique, ce projet de recherche s’inscrit dans 

le cadre de la production d’énergie propre et renouvelable ainsi que la valorisation des déchets. La 

problématique générale de la thèse est la valorisation du biogaz en gaz de synthèse à travers la réaction 

de reformage à sec du méthane en présence de catalyseurs CoxNiyMg(6-x-y)Al2. 

Le biogaz est produit par la méthanisation anaérobie des déchets organiques. Il est formé 

majoritairement de CH4 et de CO2 mais contient également certains composés minoritaires comme le 

H2S, le NH3, le toluène, etc. Dans le but de valoriser ce biogaz par reformage à sec, nous avons 

commencé par déterminer sa composition. Nous avons donc effectué des campagnes de prélèvement 

sur le site d’Opale Environnement, le centre d’enfouissement partenaire au projet. En plus des casiers 

de stockage où se fait la méthanisation, le site comporte une unité de valorisation de biogaz. Cette 

unité consiste en plusieurs étapes successives de purification afin d’éliminer les impuretés dans le but 

d’utiliser la partie majoritaire et valorisable du biogaz. Durant nos analyses, nous avons déterminé la 

composition du biogaz avant et après chaque étape de purification. De cette manière, nous avons 

identifié l’étape d’élimination de chacun des composés étudiés, ainsi que la composition du biogaz à 

chaque étape. 

Nous nous sommes intéressés aux composés majoritaires (CH4 et CO2), soufrés, azotés, terpènes, 

aromatiques et aliphatiques. Le biogaz brut contient une forte concentration de H2S (2200 ppm) et de 

SO2 (350 ppm) ainsi que d’autres composés soufrés. Il contient également des composés aromatiques 

(toluène, benzène, éthylbenzène), terpènes (limonène, pinène, etc) et aliphatiques (propane, décane, 

etc). Par contre, le biogaz traité obtenu après purification contient très peu d’impuretés. Les composés 

secondaires ont donc bien été éliminés. D’après nos analyses, il semblerait que l’étape de purification 

la plus importante est celle d’élimination des composés soufrés (première étape de purification). En 

aval de cette étape, la composition des biogaz analysés varie faiblement.  

En plus de ces composés identifiés et quantifiés, le biogaz contient des composés oxygénés 

(acides, alcools, ester, éther), des halogènes (composés contenant du brome, chlore, 

fluore) et des siloxanes. La présence de ces composés au sein du biogaz peut devenir un 

obstacle à sa valorisation. Pour cela il est important de suivre l’évolution de leurs 

concentrations respectives au cours de la centrale de purification. Ces résultats nous 

permettrons de mieux comprendre le comportement catalytique durant les tests en 

présence de biogaz réel. 
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En ayant ces données en tête, nous avons procédé dans le projet en étudiant les catalyseurs à base de 

cobalt, nickel, magnésium et aluminium synthétisés par coprécipitation à partir de précurseurs 

hydrotalcites. L’objectif de cette partie est d’optimiser les conditions opératoires et d’aboutir à un 

système catalytique : 

- Actif et stable en reformage à sec avec et sans les impuretés retrouvées dans biogaz 

- Résistant à la désactivation par frittage ou dépôt de carbone 

- Sélectif à l’hydrogène et au monoxyde de carbone 

Nous avons suivi l’activité et la stabilité des catalyseurs pendant 12 h en reformage à sec à trois 

températures différentes (700, 750 et 800 °C). Cette première étude est effectuée sans la présence 

d’impuretés dans le mélange réactionnel. Elle nous a permis de déterminer l’effet de la température 

sur l’efficacité des catalyseurs en fonction de leurs phases actives.  

En accord avec la nature endothermique de la réaction, l’augmentation de la température a amélioré 

la stabilité et l’activité du catalyseur. Les catalyseurs de la série CoxNiyMg(6-x-y)Al2 ayant une faible 

teneur en magnésium se sont complètement désactivés après 5 h de test aux températures inférieures 

à 750 °C. Les catalyseurs à forte teneur en Mg sont restés stables à toutes les températures. Les 

analyses ATD-ATG et MEB-EDX ont permis de remarquer la formation de carbone filamenteux sur le 

catalyseur. Ce type de carbone provoque l’éloignement des sites actifs et empêche par la suite 

l’interaction entre les réactifs et les espèces intermédiaires. Le carbone formé par la réaction de 

craquage du méthane ne sera pas oxydé par l’oxygène adsorbé en surface produit par la dissociation 

du CO2. De plus, le frittage peut également causer la désactivation du catalyseur. La taille des cristallites 

déterminée par DRX montre une tendance envers une plus grande taille des cristallites des espèces 

réduites (Ni0 et Co0) pour les catalyseurs à faible teneur en magnésium. Grâce à ces données, nous 

avons relié la désactivation des catalyseurs au dépôt de carbone filamenteux, causant le blocage du 

réacteur. Ce phénomène est vraisemblablement relié à la teneur du catalyseur en magnésium. En effet, 

ce métal augmente la basicité du matériau et contribue a diminuer la formation de carbone. Ceci 

engendre une meilleure dispersion des métaux et donc une taille des cristallites plus petite. Il améliore 

également la résistance des matériaux au frittage en maintenant une taille de cristallites relativement 

faible après traitement thermique à haute température. 

De plus, la basicité du magnésium favorise l’activation du CO2. Ceci augmente l’oxygène adsorbé en 

surface et permet l’oxydation du carbone déposé. Cette étude a également permis de sélectionner la 

température de 750 °C pour la suite des travaux.  
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Les tests effectués durant notre étude nous donnent une idée sur la stabilité des 

catalyseurs à relativement court terme. Nous ne sommes pas en mesure de prédire le 

comportement des catalyseurs à plus long terme. Dans la perspective d’évaluer la stabilité 

des catalyseurs, il sera intéressant d’effectuer des tests de stabilité de plus longue durée. 

Ces tests nous permettront de connaitre la durée de vie des catalyseurs à haute teneur en 

magnésium et de mieux comprendre leur mécanisme éventuel de désactivation.  

Après avoir observé le comportement des catalyseurs en milieu « pur » (CH4 + CO2 + Ar), nous avons 

examiné l’effet de la présence de composés secondaires retrouvés dans le biogaz. L’eau et l’oxygène 

sont quantifiés dans le biogaz à des concentrations entre 0 et 5%. L’ajout de ces molécules au mélange 

réactionnel a provoqué une diminution de la quantité de carbone formé à la surface des catalyseurs 

(ATG). Ces molécules ont un pouvoir oxydant supérieur à celui du CO2. Leur présence a conduit à 

l’oxydation plus rapide du carbone adsorbé sur la surface catalytique. Elles ont donc amélioré la 

résistance du catalyseur à la désactivation par excès de carbone.  

Nous avons également investigué l’effet des composés aromatiques et des terpènes retrouvés dans le 

biogaz en ajoutant une différente concentration de toluène (molécule modèle des aromatiques) et de 

limonène (molécule modèle des terpènes) au mélange réactionnel. Les catalyseurs à faible teneur en 

Mg se sont désactivés au bout de 5 h en présence et en absence de ces hydrocarbures. Leurs 

désactivations ne peuvent donc pas être reliée exclusivement à l’effet de ces impuretés. Dans le cas 

des catalyseurs riches en Mg, la présence de ces hydrocarbures n’a pas provoqué une désactivation 

directe mais a engendré une surproduction de carbone filamenteux en surface.  

Vu l’effet contraire de la molécule de toluène et la molécule d’eau, nous nous sommes intéressés à 

l’effet cumulé de ces deux molécules. En comparant les données obtenues (impuretés 

individuelles / mélange d’impuretés), les résultats ont montré la prédominance de l’effet de l’eau par 

rapport à celui du toluène. Non seulement la présence d’eau neutralise l’effet du toluène, elle 

provoque également une amélioration de la stabilité des catalyseurs, notamment ceux ayant une 

concentration faible en magnésium.  

Enfin, après avoir compris l’effet de chaque impureté étudiée et vérifié qu’elle ne provoque pas la 

désactivation du catalyseur, nous avons effectué des tests de stabilité en présence de biogaz réel traité 

(purifié). Ces tests ont montré que non seulement les catalyseurs sont actifs en présence de biogaz, ils 

sont également plus résistants à la formation du dépôt de carbone (ATG). Par contre, en présence de 

biogaz non traité, provenant de l’étape avant COV, les catalyseurs se sont désactivés au bout de 3 h 

sous flux. Ce comportement a été relié à la présence probable de siloxanes ou de composés halogénés 
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dans le biogaz à ce stade du procédé. Ces molécules sont mentionnées dans la littérature comme 

pouvant provoquer la désactivation des catalyseurs par empoisonnement.  

Pour valider cette hypothèse, nous pourrons étudier en MEB-EDX dans un premier temps 

ou en XPS la composition de la surface du catalyseur. De plus, l’analyse de la composition 

du biogaz en siloxanes et en composés halogénés peut également nous donner des 

indications sur la cause de la désactivation. Enfin, il serait intéressant d’examiner l’effet 

des familles de composés non étudiés et retrouvés dans le biogaz comme les composés 

azotés (NH3), les alcanes (C2-C6 : propane, C6-C12 : décane), les composés halogénés 

(dichlorométhane), les composés oxygénés (éthanol) et les siloxanes (tétraméthylsilane).  

Le H2S, également présent dans le biogaz est un composé déjà étudié dans la littérature. Il est connu 

pour être corrosif et pour provoquer la désactivation totale des catalyseurs par empoisonnement. Pour 

ce composé, nous avons pris une autre approche : l’élimination en amont de son contact avec le 

catalyseur. Pour cela, nous avons travaillé sur la mise en place d’un biofiltre fongique permettant la 

désulfurisation du biogaz. En premier, les champignons capables de métaboliser le H2S et de l’utiliser 

comme source de soufre sont sélectionnés à partir de la mycothèque de l’UCEIV (champignons déjà 

identifiés) et à partir du digestat du centre d’enfouissement (identifié par biologie moléculaire). Les 

champignons sélectionnés pour la suite de l’étude sont Absidia glauca et Trichoderma harzianum. 

Nous avons ensuite sélectionné des substrats d’origine naturelle favorisant le développement 

fongique. Ces substrats sont la perlite (poreuse et absorbante), le carton (poreux et absorbant), 

l’écorce de bois (résistante au colmatage) et les pellets de bois (stimulateur de développement 

fongique). Afin de bénéficier des avantages de chacun des éléments choisis, un support formé de 

plusieurs substrats est établi. Dans le but de faire cette étude en milieu gazeux, nous avons mis en 

place un montage expérimental formé d’une colonne en verre contenant le garnissage (mycélium et 

support), d’un mélangeur permettant de constituer un mélange de gaz expérimental (Air – H2S – H2O) 

et d’un système d’analyse de gaz pour suivre la composition des effluents en sortie. Plusieurs 

paramètres sont suivis comme le pH, humidité, aspect macroscopique et microscopique, 

concentration en O2, CO2 et H2S. Les résultats obtenus après 60 jours de test ont montré que les 

champignons sélectionnés se sont développés sur le support déterminé, et que le H2S gazeux n’est pas 

détecté en sortie. Le H2S a vraisemblablement été piégé à l’intérieur du biofiltre. Dans le but de suivre 

le chemin du soufre et de mieux comprendre les mécanismes mis en jeu, le garnissage après test est 

analysé. Le soufre détecté en analyse élémentaire confirme que le H2S est capté à l’intérieur du 

biofiltre. Les données obtenues entre 50 et 60 jours sous flux de H2S montrent que les champignons 

sont dans la phase de déclin. Nous avons justifié ce phénomène par l’épuisement d’un macronutriment 
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essentiel au développement fongique. Il est également possible qu’un élément toxique aux 

champignons soit en train d’être produit durant la biofiltre, provoquant l’arrêt de leur croissance. 

Notre étude sur la biofiltration se trouve actuellement à un stade prometteur mais 

prématuré. Pour cela, une réflexion plus approfondie ainsi qu’un complément d’analyses 

biologiques et chimiques devra être réalisé afin d’établir le bilan du soufre. L’identification 

de la forme du soufre (acide aminé, 𝑆𝑂4
2−, H2S) ou l’élément limitant (H2O, NH4NO3, autre) 

nous permettront de mieux comprendre le mécanisme du captage du soufre dans notre 

biofiltre. Nous pourrons alors modifier certains paramètres pour améliorer la performance 

du biofiltre (humidité, ajout de nutriments, charge initiale de microorganismes, etc.). Nous 

pourrons par la suite étudier la biofiltration du H2S en présence d’un mélange réactionnel 

composé de CH4, CO2, air et H2S pour mimer l’effet du biogaz réel. Enfin, un essai en 

présence de biogaz réel est envisageable. 
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Résumé 

Dans le contexte environnemental et énergétique actuel, beaucoup de recherches sur la production 

d’énergies renouvelables sont développées. Ce projet s’inscrit dans le cadre de la valorisation des 

déchets recyclables en collaboration avec un centre d’enfouissement (Opale Environnement).  

Dans un premier temps, le biogaz produit par méthanisation est prélevé et analysé. Les composés 

majoritaires (CH4 et CO2) et les composés minoritaires (soufrés, azotés, aromatiques, terpènes et 

hydrocarbures) sont identifiés et quantifiés.  

Ensuite, la valorisation du biogaz à travers la réaction de reformage à sec du méthane en présence de 

catalyseurs Co-Ni-Mg-Al est étudiée. L’efficacité de cette série de catalyseurs est suivie en absence ou 

en présence d’impuretés ajoutées à un mélange synthétique et stœchiométrique de CH4 et CO2.  

Enfin, un biofiltre fongique est développé dans le but d’éliminer le H2S présent dans le biogaz. La 

capacité de champignons filamenteux à métaboliser le H2S gazeux est étudiée via un système de 

purification biologique. 

Mots clés : Biogaz, reformage à sec du méthane, syngaz, purification, biofiltre fongique, H2S 

Abstract 

Because of the current environmental and energy problems, a lot of research on the production of 

renewable and sustainable sources of energy is being developed. This project is a part of the waste to 

energy concept in collaboration with a landfill center (Opale Environnement). 

First, the biogas produced by anaerobic digestion is sampled and analyzed. Major (CH4 and CO2) and 

minor compounds (sulfur, nitrogen, aromatics, terpenes and hydrocarbons) are identified and 

quantified. 

Second, the upgrading of biogas through the dry reforming of methane reaction in the presence of 

Co-Ni-Mg-Al catalysts is studied. The effectiveness of this series of catalysts is monitored in the absence 

and presence of impurities identified in biogas, added to a synthetic and stoichiometric mixture of CH4 

and CO2. 

Finally, a fungal biofilter is developed in order to eliminate the H2S present in the biogas. The ability of 

filamentous fungi to metabolize gaseous H2S is studied via a biological purification system. 

Keywords : Biogas, dry reforming of methane, syngas, purification, fungal biofilter, H2S 
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