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Abstract: This study aimed to enhance dark fermentative hydrogen production from co‐digestion 

of distillery wastewater (DW) and glycerol waste (GW) through integration with microbial electrol‐

ysis cells. First, the optimal proportion of DW and GW in hydrogen production was investigated in 

batch mode. The results show that DW and GW co‐digestion at a ratio of 99:1 (% v/v) gave the high‐

est hydrogen yield of 149.5 mL‐H2/g‐VSadded. Continuous hydrogen production using the optimal 

proportion was conducted in a continuously stirred tank reactor. As a result, a maximal hydrogen 

yield of 99.7 mL‐H2/g‐VSadded was achieved, and the dominant hydrogen‐producing bacterium was 

Clostridium sensu stricto 7. The dark fermentation effluent from the continuously stirred tank reactor 

was  later used to produce methane using batch MECs. The maximum methane yield of 115.1 mL‐

CH4/g‐VSadded was obtained under an applied voltage of 1 V and continuous stirring at 120–140 rpm. 

Microbial community analysis revealed that Metahnobacterium, Methanomethylovorans, Methanoculleus, 

and Methanosarcina were the methanogenic archaea in the microbial electrolysis cell reactor. 
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1. Introduction 

Renewable energy  is a promising carrier that can be used to replace fossil fuels to 

reduce any pollution or environmental impact. Therefore, many countries are interested 

in producing renewable energy sources, such as biodiesel, ethanol, hydrogen (H2), and 
methane (CH4). Among these, biodiesel production via transesterification is a liquid fuel 

for replacing diesel engines [1]. However, at the end of the biodiesel production process, 

10% (v/v) of glycerol waste (GW) is generated as a by‐product [1,2]. In 2020, it was esti‐

mated  that GW generated  from biodiesel production would be more  than 4.6 million 

tons/year  [3]. Generally, GW can be refined  into pure glycerol  for  further use as a raw 
material in pharmaceuticals, cosmetics, food, and many other industries. However, this 

route may not be economical  for small and medium‐sized biodiesel production plants 

[1,3,4]. Therefore, the biological conversion route of GW into valuable products, such as 
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biohydrogen,  bioethanol,  1,3-propanediol,  2,3‐butanediol,  butanol,  polyhydroxyalka‐
noate, and docosahexaenoic acid (DHA), has gained increasing attention [2,4,5]. Among 

these, biohydrogen and methane have gained attention as energy carrier alternatives to 

fossil fuels because they are clean and renewable. 

Dark fermentative biohydrogen production has attracted interest because of its high 

potential for energy recovery and reduced unwanted waste  [6]. At the end of  the dark 
fermentation process, the effluent leftover contains major volatile fatty acids (VFAs), such 

as acetic acid, butyric acid, propionic acid, and lactic acid. The effluent is not discharged 

directly into the environment without treatment. Therefore, further use of dark fermenta‐

tion effluent by photo‐fermentation or microbial electrolysis cells �MECs� is a suitable so‐
lution for gas biofuel, because this route gains energy carriers and reduces the chemical 

oxygen demand (COD) concentration� Photo‐fermentation is a biological technique that 

treats organic‐rich wastewater  into hydrogen;  therefore,  enriched hydrogen gas  is ob‐

tained  [7]. However, some drawbacks,  such as energy  requirement and  low hydrogen 

yield, are significant considerations. MECs are a highly efficient biotechnology for treating 

organic wastewater and producing energy carriers, such as hydrogen or methane. In prac‐
tice, hydrogen production via MECs is an endothermic reaction with positive Gibbs free 

energy; hence,  the reaction cannot occur at room temperature. Therefore, energy  input 
from external sources is required to facilitate the reaction [8]. MECs are developed from 

microbial fuel cells� with similar components and working principles, except that the cath‐

ode does not use oxygen  in  the reaction  [8]. MECs convert  the remaining organic sub‐

stances into hydrogen and VFAs, as well as carbon dioxide hydrogen and VFAs into me‐

thane using microorganisms as biological catalysts [8,9]. 

MECs can produce hydrogen via “electrochemical active bacteria” coated on the an‐
ode surface, which oxidize the organic substance and transmit the generated electrons and 

protons to the hydrogen in the cathode [8]. In contrast, this system can produce methane 

via two reactions. The first is the reduction of carbon dioxide and electrons to methane in 

the cathode, also known as a direct electromethanogenesis reaction  [10]. The second  is 

mediated by hydrogen and other compounds, such as acetic and formic acids, combined 

with carbon dioxide to form methane, or indirect electromethanogenesis [9]. Several stud‐
ies have focused on hydrogen production using either dark fermentation [11] or MECs 

alone [12,13], and some studies have used a combination of dark fermentation and MECs 

to enhance hydrogen production [14,15]. However, biohydrogen production via dark fer‐

mentation has  still not been  integrated with an MEC  system  for methane production. 

Therefore, this study investigated dark fermentative biohydrogen production from GW 

and distillery wastewater (DW) co‐digestion integration with methane production via an 

MEC system. Dark  fermentation effluent could be  converted efficiently  to biogas with 

high CH4 concentration by using the anaerobic MECs due to electrochemically active bac‐

teria (EAB) capable of directly receiving electrons under direct interspecies electron trans‐

fer (DIET) reaction for reducing proton and CO2 to form methane. Consequently, classical 

accumulation of organic acids due to high hydrogen partial pressure in the anaerobic di‐

gestion system is overcome [16]. Therefore, the two‐stage H2–dark fermentation and CH4–

MEC could provide a better bio‐hythane production rate and quality than the two‐stage 

H2–dark fermentation and CH4–anaerobic digestion. Typical bio‐hythane having 10% H2, 

60% CH4, and 30% CO2 can be directly used in the internal combustion gas engine without 

any modification [17]. 

GW contains glycerol as a carbon source and lacks trace elements and other nutrients, 

especially nitrogen, which  is  required  for microorganism growth  and  replication  [18]. 

Therefore, a nitrogen source must be added to supply nitrogen and balance the carbon‐

to‐nitrogen  ratio  (C/N ratio), an essential  factor  for anaerobic digestion  [19,20]. On  the 

other hand, DW is a waste stream from ethanol fermentation that uses molasses as a feed‐

stock [21]. It contains high concentrations of organic matter, nitrogen, phosphorus, and 
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ammonium sulfate [21], making it suitable for co‐digestion with GW. Moreover, it con‐

tains trace elements, such as iron, manganese, zinc, calcium, and magnesium, which are 

essential for microbial growth and act as co‐enzymes for biohydrogen production. There‐

fore, GW combination with DW is an attractive way to provide essential nutrients in the 

dark fermentation process and increase hydrogen yield. Furthermore, co‐digestion of two 

or more substrates can balance the C/N ratio to an appropriate level to improve produc‐

tion yield and enhance buffer capacity in a fermentation system [20]. 
As mentioned above, this study aimed to integrate dark fermentative hydrogen pro‐

duction from GW and DW co‐digestion with an MEC system for hydrogen and methane 

production. Initially, we investigated the proportions of DW and GW in biohydrogen pro‐

duction. Second, biohydrogen was continuously produced through DW and GW co‐di‐

gestion using  a  continuously  stirred  tank  reactor  (CSTR). Finally,  the  effluent  leftover 

from the CSTR was used as a substrate for methane production using the MEC system. In 

addition, the microbial community responsible for hydrogen and methane production in 

the CSTR and MEC systems was analyzed using 16S rRNA amplicon sequencing on an 

illumination platform. The results of this study provide valuable insights into the integra‐

tion of dark conditions and MEC processes for hythane production from DW and GW co‐

digestion. 

2. Materials and Methods 

2.1. Substrates and Inoculum 

DW was  collected  from  an  industrial  ethanol  plant  (Nateechai  Co.,  Ltd.)  in  Su‐

ratthani, Thailand. The sample was stored at 4 °C, and GW was collected from biodiesel 

production at the Prince of Songkhla University, Songkhla, Thailand. GW was stored at 

room temperature prior to use. The characteristics of DW and GW are shown in Table 1. 

Table 1. Distillery wastewater (DW) and glycerol waste (GW) characteristics. 

Parameter  DW  GW 

pH  4.8  10.0 

Total solid (TS, g/L)  220.9 ± 53.0  769.1 ± 0.5 

Volatile solid (VS, g/L)  160.6 ± 33.0  688.7 ± 0.1 

Ash (g/L)  60.3 ± 49.7  80.4 ± 0.6 

Chemical oxygen demand (COD, 

g/L) 
106.8 ± 12.9  622.9 ± 93.1 

Total Kjeldahl nitrogen (g/L)  4.3 ± 0.2  0.5 ± 0.3 

Nitrogen content (%wt)  0.4 ± 0.0  ND 

Carbon content (%wt)  5.7 ± 0.0  47.8 ± 0.0 

C/N ratio  14.7  47.8 

Hydrogen content (%wt)  10.2 ± 0.0  10.0 ± 0.0 

Oxygen content (%wt)  74.1 ± 0.3  39.3 ± 0.3 

ND = Not detected. 

The inoculum for hydrogen production (INH) was collected from the anaerobic di‐

gestion pond of the Palm oil mill industry, Palm Pattana Southern Border. Co., Ltd., Pat‐
tani, Thailand. It was a shock load using 80 g/L glucose and was incubated at 55 °C until 

methane production was not observed. It was an organic shock loading using 80 g/L glu‐

cose  and was  incubated  at  55  °C until methane production was not observed.  In  this 

method, the mixed cultures are exposed to a high concentration of carbon source in which 

a diversity of hydrogen producers are enriched. This method is favored to enrich the hy‐

drogen producer and eliminate the methane‐producing archaea [22,23]. The inoculum for 

methane production (INM) was collected from the same location, but it was not pretreated 

before use as the inoculum. The characteristics of INH and INM are shown in Table 2. 
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Table 2. INH and INM characteristics� 

Parameter  INH  INM 

pH  6.0  7.3 

TS (g/L)  23.6 ± 2.6  50.5 ± 2.5 

Total dissolved solid (g/L)  16.0 ± 1.5  4.5 ± 1.3 

Total suspended solid (g/L)  7.7 ± 2.9  46.0 ± 1.2 

VS (g/L)  14.3 ± 2.1  37.8 ± 2.6 

Volatile suspended solid (g/L)  7.7 ± 2.9  33.3 ± 1.6 

Volatile dissolved solid (g/L)  6.7 ± 1.0  4.5 ± 1.3 

Ash (g/L)  9.3 ± 0.7  12.7 ± 0.4 

2.2. Optimization of DW and GW Proportions in Dark Fermentative Hydrogen Production 

The DW and GW proportions for hydrogen production were optimized in a batch 

test. The explored ratios between DW and GW included 100:0, 99:1, 98:2, 97:3, 96:4, 95:5, 

and 0:100 (%v/v). The experiment was performed using a 120 mL serum bottle with a 70 

mL working volume. Different DW and GW ratios were added to the serum bottles sup‐

plemented with basic anaerobic medium (BA medium) to make up a final volume of 70 

mL. Then, 25% (v/v) of INH was added as the inoculum source. The compositions of BA 

medium  (all  in  g/L)  were  NH4Cl  100,  NaCl  10,  MgCl2.6H2O  10,  CaCl2.2H2O  5, 

K2HPO4.3H2O 200, NaHCO3 52, yeast extract 100, Na2S 25, and 1 mL of solution D. Solu‐

tion D  contained  (all  in g/L) FeCl2.4H2O  2, H3BO3  0.05, ZnCl2  0.05, CuCl2.2H2O  0.038, 

MnCl2.4H2O 0.05, (NH4)6Mo7O24.4H2O 0.05, AlCl3 0.05, CoCl2.6H2O 0.05, NiCl2.6H2O 0.092, 

ethylenediaminetetraacetate 0.5, concentrated HCl 1 mL, and Na2SeO3.5H2O 0.1 [24]. The 

serum bottle was capped with a rubber stopper and aluminum cap, and the headspace 

was replaced with nitrogen gas to create anaerobic conditions. The experiments were per‐

formed in triplicate, and the samples were incubated at 55 °C. During the fermentation 

process,  the biogas volume and content were measured. The biogas content,  including 

hydrogen and carbon dioxide, was analyzed using gas chromatography (GC‐TCD, GC‐
2014, Shimadzu, Kyoto,  Japan). The  fermentation broth was collected  to measure VFA 

type and concentration using high‐performance liquid chromatography (HPLC). The ra‐
tio of DW to GW that gave the highest hydrogen production was further used for contin‐

uous hydrogen production using CSTR. 

2.3. Continuous Biohydrogen Production from DW and GW Co‐Digestion in a CSTR 

A 10 L CSTR with a working volume of 7 L was used to produce hydrogen from DW 

and GW co‐digestion. The optimal DW and GW proportions obtained in the previous sec‐

tion (2.2.) were used. The 25% (v/v) of INH was added to the CSTR and supplemented 

with basal medium (BA medium). The pH was adjusted to 6 using NaHCO3. The head‐
space was flushed with nitrogen gas in an anaerobic atmosphere before incubation at 55 

°C. The reactor was operated continuously at a hydraulic retention time of 3 days and an 

organic loading rate of 19.1 g‐VSadded/L∙d (optimal conditions from the preliminary study). 

The reactor was operated until a steady state was obtained. The variation in biogas content 

of ±10% indicated a steady state. Every 24 h, the gas sample and fermentation broth were 

collected to measure biogas content and VFA concentration using GC and HPLC, respec‐

tively.  In addition, a sludge sample was collected  to analyze  the microbial community 

using 16S rRNA amplicon sequencing on an illumination platform. The effluent from the 

CSTR was used as the substrate to produce methane in the single‐chamber MEC. 

2.4. Methane Production from Dark Fermentation Effluent Using a Single‐Chamber MEC 

The dark fermentation effluent from the CSTR was used as a substrate in the MEC. 

The characteristics of the dark fermentation effluents are listed in Table 3. A single‐cham‐

ber MEC with a working volume of 1.2 L was constructed with a membraneless external 
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resistance of 10 Ω. A modulated direct current power source was used to apply voltage to 

the MECs. The cathode and anode were composed of graphite  (7.70 cm). The distance 

between the cathode and anode was 2 cm. The MEC chamber was filled with 566 mL BA 
medium and 240 mL INM as the inoculum source. The MEC reactor was operated at 35 

°C. The MEC experiment was performed at various voltages and stirring speeds, as fol‐

lows: 

0 V–CH4 = no voltage without stirring 

0 V–S‐CH4 = no voltage with a stirring speed of 120 rpm 

1 V–CH4 = 1.0 V applied voltage without stirring 

1 V–S‐CH4 = 1.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 

2 V–CH4 = 2.0 V applied voltage without stirring 

2 V–S‐CH4 = 2.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 

During the operation, biogas was collected every 24 h to analyze its composition us‐

ing GC. Sludge samples in the MEC reactor were collected to analyze the microbial com‐

munity using 16S rRNA amplicon sequencing on an illumination platform. 

Table 3. Characteristics of the dark fermentation effluent from the continuously stirred tank reactor 

(CSTR). 

Parameter  Dark Fermentation Effluent 

pH  5.1 

TS (g/L)  56.6 ± 3.2 

VS (g/L)  31.7 ± 3.1 

Ash (g/L)  24.9 ± 0.2 

Alkalinity (g/L)  5.8 ± 0.1 

Total volatile fatty acid (g/L)  5.0 ± 3.0 

COD (g/L)  78.1 ± 7.3 

2.5. Microbial Community Analysis Using 16S rRNA Amplicon Sequencing on an Illumination 

Platform 

Total genomic DNA was extracted from the sludge samples (CSTR and MEC) using 

sodium dodecyl sulfonate, with some modifications [25]. Genomic DNA was further pu‐

rified using a gel/PCR DNA fragment extraction kit (Geneaid Biotech Ltd., New Taipei 

City, Taiwan). The presence of high‐molecular‐weight DNA was confirmed via agarose 

gel electrophoresis (0.8%). DNA quality and quantity were measured using Nanodrop‐

ND1000 (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA). The variable regions (V3–V4) of 

the bacterial and archaeal 16S rRNA gene fragments were amplified using primers 341F 

(5′‐CCTAYGGGRBGCASCAG‐3′) and 806R (5′‐GGACTACNNGGGTATCT AAT‐3′). The 

PCR products were mixed at equal density ratios. The PCR products were purified using 

the Qiagen Gel Extraction Kit (Qiagen, Germany). The Illumina platform was used to an‐

alyze the libraries generated using the NEBNext® UltraTM DNA Library Prep Kit for Illu‐

mina  and  quantified  via Qubit  and  qPCR.  Sequence  analyses were  performed  using 

Uparse software v7.0.1001, employing all effective tags [26]. Sequences with ≥97% simi‐

larity were assigned to the same operational taxonomic unit (OTU). The diversity values 

for these samples were estimated using the abundance‐based coverage estimator Chao1 

and the Shannon and Simpson indices for diversity estimation. 

2.6. Analytical Methods 

The  total  solid,  volatile  solid,  and  ash  contents were measured  according  to  the 

APHA  standard  method  [27].  The  total  Kjeldahl  nitrogen was  measured  using  the 

Kjeldahl method. COD was measured using closed flux analysis. The alkalinity was meas‐

ured using the AOAC method [28]. The carbon, hydrogen, nitrogen, sulfur, and oxygen 

contents were analyzed using a CHNS/O analyzer (Flash 2000, Thermo Scientific, Milan, 
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Italy). Biogas volume was recorded using a water displacement gas meter, and its compo‐

sition was measured using GC. The GC was equipped with a 2 m stainless steel column 

and a shin‐carbon (80/100 mesh). Argon was used as the carrier gas at a flow rate of 35 

mL/min. The injection port, oven, and detector temperatures were all 100 °C. The HPLC 

operating conditions were set according to the method described by Sani et al. [29]. The 

energy yield obtained from hydrogen and methane was calculated by multiplying the hy‐

drogen or methane yield (ml‐H2/g‐VSadded or ml‐CH4/g‐VSadded, respectively) by the hydro‐

gen and methane density (0.09 g/L‐H2 and 0.72 g/L‐CH4, respectively) and then by their 

respective heating values (121 kJ/g‐H2 and 50 kJ/g‐CH4) as seen in Equations (1) and (2). 

Energy production from hydrogen (kJ/g‐VSadded) = Hydrogen yield (mL‐H2/g‐VSadded) × hydrogen density 

(g/L‐H2) × heating values (121 kJ/g‐H2) 
(1)

Energy production from methane (kJ/g‐VSadded) = Methane yield (mL‐CH4/g‐VSadded) × methane density 

(g/L‐CH4) × heating values (50 kJ/g‐CH4) 
(2)

3. Results and Discussion 

3.1. Biohydrogen Production from a Dark Fermentative of DW and GW Co‐Digestion at Various 

Ratios 

Biohydrogen production from DW and GW co‐digestion at various ratios is shown 

in Figure 1A,B. Variations in DW and GW resulted in varying cumulative hydrogen and 

hydrogen yield. The maximum hydrogen yield of 149.5 mL‐H2/g‐VSadded was achieved at 

a proportion of DW 99:1 GW (equivalent to a C/N ratio of 15.9). In contrast, an increase in 
the proportion of GW from 1 to 100% resulted in a decrease in cumulative hydrogen pro‐

duction and hydrogen yield. This might be due to a C/N ratio higher than the required 

level, which slows down microbial metabolism. A suitable C/N ratio in the range of 15–30 

has been reported for hydrogen production from co‐digestion [30]. However, the produc‐

tion performance also depends on the concentration of other parameters in the mixture, 

such as inhibitors and toxic compounds, micronutrients, biodegradable organic and dry 

matter, pH, and alkalinity [31]. Hydrogen production was not observed using GW only 

at a proportion of DW 0:100 GW (C/N ratio of 47.8) (Figure 1A,B). In contrast, using 100% 

DW (C/N ratio of 14.7) achieved a hydrogen yield of 96.6 mL‐H2//g-VSadded. This is because 
increasing the proportion of GW also increased the toxic substances it contains, including 

soap, methanol, and free fatty acids, halting microbial growth and activity. Generally, the 

soap that GW contains can limit substrate diffusion into the microorganisms [2,32]. The 

presence of methanol alters cell membrane function and affects bacterial growth and ac‐

tivity  in  a  concentration‐dependent manner. For  example, Venkataramanan  et  al.  [32] 

found that 2.5 and 5 g/L of methanol did not affect bacterial activity. On the other hand, 

methanol concentrations of 10 g/L or higher reduced bacterial growth and metabolism 

[32,33]. The hydrogen yield obtained from a DW and GW co‐digestion at 99:1 (149.5 mL‐

H2/g‐VSadded) was higher than that obtained from mono‐digestion at 100% DW (96.6 mL‐

H2/g‐VSadded). The results show that co‐digestion could provide a suitable C/N ratio and 

other micronutrients and biodegradable organic matter, compared with mono‐digestion. 

Moreover, adding DW to GW can reduce impurities. Hence, hydrogen production perfor‐

mance also increased. 
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Figure 1. Cumulative hydrogen production (A) and hydrogen yield (B) in the dark fermentative of 

DW  and GW  co‐digestion  at  various  ratios.  Significant  variations  between  samples  at  various 

DW:GW ratios are denoted by values marked with various lowercase letters (p < 0.05). 
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3.2. VFA Production from a Dark Fermentative of DW and GW Co‐Digestion at Various Ratios 

VFAs are essential parameters for determining the efficiency of hydrogen produc‐

tion. Therefore, measuring VFA production during the fermentation process can be used 

to monitor production performance. Variations in the proportion of DW and GW resulted 

in varying VFA concentrations and types. Acetic acid was the most abundant, followed 

by butyric and propionic acids  (Figure 2). The highest acetic acid production of 8812.8 

mg/L was observed at the optimal proportion of DW and GW of 99:1% (v/v). Under these 

conditions, butyric and propionic acid concentrations of 4098.1 and 2402.2 mg/L were also 

obtained. Lactic acid production was not observed in any of the DW or GW treatments. 

According to this result, the high acetic acid concentration in the dark fermentation efflu‐

ent enabled its further use in the MEC system for methane production. On the other hand, 

propionic acid production consumes hydrogen and, consequently, results in low hydro‐

gen production. The presence of propionic acid in the fermentation broth indicates insta‐

bility of the hydrogen fermentation system. VFA production was not observed at 100% 

GW (v/v). This result coincided with hydrogen production, as mentioned in Section 3.1. In 

contrast, VFA production was observed when using 100% DW. This might be because the 

macro‐ and micronutrients in DW are suitable for supporting microbial growth and activ‐

ity, where hydrogen production was observed. 

 

Figure 2. Volatile fatty acid production at the end of dark fermentative DW and GW co‐digestion at 

various ratios. Significant variations between samples at various DW:GW ratios are denoted by val‐

ues marked with various lowercase letters (p < 0.05). 

3.3. Continuous Biohydrogen Production from DW and GW Co‐Digestion in a CSTR 

Continuous biohydrogen production from DW and GW co‐digestion in a CSTR was 

performed at a proportion of DW 99:1 GW (% v/v). The results are shown in Figure 3A. 

During the fermentation process, the monitored pH ranged from 4.8 to 6.2. No methane 

production was observed at any of the fermentation times. Initially, the hydrogen yields 

were relatively low because microorganisms might take time to adapt to the substrate use. 

However, after 15 days, the hydrogen yield increased slightly and rapidly at 35 days. Fur‐

thermore, after 40 d, the fermentation process was stable because the hydrogen yield was 

also stable (changes less than ±10%) until 60 d (Figure 3A). VFA and alkalinity monitoring 
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during fermentation is shown in Figure 3B. Alkalinity and total VFA ranged from 4 to 10 

g/L and 4 to 7 g/L, respectively. Acetic acid was the most abundant acid, followed by bu‐

tyric acid (data not shown). In particular, the TVFA/alkalinity ratio should be in the range 

of 0.3–0.8; a value over 0.8 indicates high VFA accumulation and consequently requires a 

proper buffer [34,35]. On the other hand, if the TVFA/alkalinity ratio is 0.3–0.8, the operation 

process is at a lower risk of acid accumulation [34,35]. In this study, the TVFA/alkalinity 

ranged from 0.4 to 1.75, but the changes in pH during fermentation were in the range of 4.8–

6.2, which is suitable for hydrogen‐producing bacteria. This might be because the NaHCO3 

in the BA medium acts as a sound buffer that can control dramatic changes in pH. 

 

Figure 3. Hydrogen yield and pH (A) and total volatile fatty acid and alkalinity concentrations (B) 

during  the continuous hydrogen production  from DW and GW co‐digestion at 99:1  (% v/v). The 

solid  triangle  and  transparent  circle  symbols  are  total  volatile  fatty  acid  (TVFA)  and  alkalinity 

(ALK), respectively. 
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3.4. Methane Production from the Dark Fermentation Effluent Using a Single‐Chamber MEC 

The cumulative methane production and yield during the MEC process are shown 

in Figure 4A,B. The results show that applying a voltage of 0–1 V increased methane pro‐

duction, but further increasing the voltage to more than 1 decreased methane production 

(Figure 4A). Thus, an energy input of 1 V was deemed more suitable than 2 V, because the 

higher voltage could damage the cell membrane, inhibiting biogas production [36]. At 0–

6 days, hydrogen production was observed  in  the  reactor supplied with 1 V  (data not 

shown). This was because the application of 1 V was suitable for enhancing the growth 

and activity of  exoelectrogenic bacteria. This  result  is  in agreement with  the  study by 

Jayabalan et al.  [37], who  found  that 1 V  is  the optimal voltage  for MEC performance, 

supporting  the growth and activity of exoelectrogenic bacteria, crucial microorganisms 

that oxidize organic matter at  the anode and  transfer electrons directly  to  the cathode. 
Hydrogen production in the MEC system is shown in Equations (3) and (4): The exoelec‐
trogenic  bacteria  coated  on  the  anode  oxidize  organic matter  and  generate  electrons, 

which then pass through the circuit to the cathode, while the protons move directly to the 

cathode, forming hydrogen. Subsequently, the produced hydrogen is further consumed 

by methanogenic bacteria to produce methane via an indirect electromethanogenesis re‐

action. 

Anode: C2H4O2 + 2H2O  2CO2 + 8e + 8H+  (3)

Cathode: 8H+ + 8e  4H2  (4)

Cumulative methane  production was  observed under  all  conditions  (Figure  4A). 

Without energy input, methane yields of 60.0 and 78.3 mL‐CH4/g‐VSadded were obtained 

under stirring at 120–140 rpm (0 V–S‐CH4) and without stirring (0 V–CH4), respectively. 

This means that methane production in the MEC system could occur without any energy 

input. With a voltage of 0–1 V, methane production increased further, and increasing the 

voltage to >1 V decreased methane production. Methane yields of 50.5 and 63.8 mL‐CH4/g‐

VSadded were obtained at 2 V with  (2 V–S‐CH4) and without  (2 V–CH4) stirring, respec‐

tively. The highest methane yield of 115.1 mL‐CH4/g‐VSadded was obtained when supply‐

ing the MEC reactor with 1 V and stirring at 120–140 rpm (1 V–S‐CH4). At 1 V without 

stirring (1 V–CH4), the hydrogen yield dropped to 97.8 mL‐CH4/g‐VSadded. These results 

indicate that stirring the MEC reactor at 120–140 rpm can increase the proton and carbon 

dioxide mitigation from the anode to the cathode surface to form methane with electrons 

because of its membraneless system. In the methane production reaction in the MEC, the 

CO2 and electrons generated by oxidizing organic matter via exoelectrogenic bacteria can 

form CH4 on the cathode surface, as shown in Equations (5) and (6). This reaction is also 
known as direct electromethanogenesis. 

Anode: C2H4O2 + 2H2O  2CO2 + 8e + 8H+  (5)

Cathode: CO2 + 8e‐ + 8H+  CH4 + 2H2O  (6)
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Figure 4. Cumulative methane production (A) and yield (B) using the dark fermentation effluent in 

the microbial electrolysis cell reactor at various voltages. Different lowercase letters indicate signif‐

icant differences between reactor at different operation conditions (p < 0.05). 

0 V–CH4 = no voltage without stirring 

0 V–S‐CH4 = no voltage with a stirring speed of 120 rpm 

1 V–CH4 = 1.0 V applied voltage without stirring 

1 V–S‐CH4 = 1.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 

2 V–CH4 = 2.0 V applied voltage without stirring 

2 V–S‐CH4 = 2.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 

0V‐S = no voltage with a stirring speed of 120 rpm 

0V = no voltage without stirring 

1V‐S = 1.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 

1V = 1.0 V applied voltage without stirring 

2V = 2.0 V applied voltage without stirring 

2V‐S = 2.0 V applied voltage with a stirring speed of 120–140 rpm 
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Indirect electromethanogenesis is another possible mechanism for methane produc‐

tion in MEC systems. In this reaction, hydrogenotrophic methanogens can combine hy‐

drogen and carbon dioxide to form methane [9] (Equation (7)). 

CO2 + 4H2  CH4 + 2H2O  (7)

3.5. Microbial Community Analysis 

The microbial community under optimal conditions of the CSTR at DW 99:1 WG (% 

v/v) and an MEC reactor supplied with 1 V electrical field are depicted in Figure 5. Firmic‐

utes, Bacteroidetes, and Proteobacteria were the dominant phyla in the CSTR and MEC 

reactors. The relative abundances of Firmicutes, Bacteroidetes, and Proteobacteria in the 

CSTR were 81.86%, 7.21%, and 10.80%, respectively. In contrast, the relative abundances 

of Firmicutes, Bacteroidetes, and Proteobacteria in the MEC reactor were 39.96%, 19.55%, 

and 27.00%, respectively (Figure 5A). The Firmicutes phylum, the most abundant in the 

CSTR and MEC reactors, is essential for metabolizing organic molecules, such as organic 

acids, carbohydrates, and proteins [38]. Furthermore, Bacteroidetes have been linked to 

organic molecule metabolism and acidogenesis. Świątek et al. [39] reported that Firmicu‐

tes  and Bacteroidetes were  the dominant phyla  found  in  the anaerobic digester using 

chicken manure and post‐fermentation pulp as feedstock and inoculum, respectively. Pro‐

teobacteria are involved in the hydrolysis step of anaerobic digestion [40]. For the Archaea 

domain,  the prevalence of  three phyla, Bathyarchaeota  (12.4%), Euryarchaeota  (0.83%), 

and others, was only found in the MEC reactors. In contrast, only other phyla were ob‐

served in the CSTR (Figure 5B). The Bathyarchaeota and Euryarchaeota phyla were pre‐

viously reported as the dominant archaea in anaerobic digesters [41]. 
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Figure 5. Relative abundance of the dominant microbial taxonomic groups separated using the total 

16S rRNA gene sequences. (A) Bacterial species at the phylum and genus levels and their respective 

distribution bar charts of relative abundance. “Others” represents the total relative abundance of 

the remaining genera. (B) Archaea species at phylum and genus levels and their respective distri‐

bution bar charts of relative abundance. “Others” represents the total relative abundance of the re‐

maining genera. CSTR and MEC are the continuously stirred tank reactor and microbial electrolysis 

cell reactor. 

The bacterial genera found at DW 99:1 WG (% v/v) in the CSRT reactor are presented 

in Figure 5A. The most abundant genera  in  the CSTR were Lactobacillus, Pseudomonas, 

Chryseobacterium, and Clostridium  sensu stricto 7, and Trichococcus, Erysipelatoclostridium, 

Sulfurovum, and Arcobacter were  the most prevalent bacteria  found  in the MEC  (Figure 

5A). Lactobacillus spp. are the most common acid‐producing bacteria found during sugar 

fermentation [42]. Pseudomonas (Proteobacterium) is involved in hydrolytic enzyme produc‐

tion in the hydrolysis step and is associated with fermentation in anaerobic reactors [43]. 

Clostridium sensu stricto 7 (Firmicutes) is a common hydrogen‐producing genus found in 

thermophilic  fermentation  [44]. All Clostridium sensu stricto strains produce butyrate as 

their primary metabolic product, not excluding the production of various organic acids 

and alcohols, such as formic acid and ethanol [45,46]. Therefore, the presence of Clostrid‐

ium sensu stricto 7 confirmed that butyric acid was produced in the CSTR (Section 3.2). 

For  archaea,  unidentified  Bathyarchaeota, Metahnobacterium, Methanomethylovorans, 

and Methanoculleus were the dominant genera in the MEC reactor (Figure 5B). Metahno‐

bacterium (0.30%) and Methanoculleus (0.11%) were reported as hydrogenotrophic meth‐

anogens [47]. Both species convert hydrogen and carbon dioxide into methane. Sun et al. 

[48]  identified Methanoculleus  as  the dominant archaea  in biogas digesters  co‐digested 

with cattle excreta and olive mill wastes during a temperature shift from 37 °C to 55 °C, 

which  was  most  likely  caused  by  an  increase  in  hydrogen  partial  pressure.  Meth‐

anomethylovorans (0.12%) strains were also the hydrogenotrophic methanogenic archaea 

[49].  The  observation  of Metahnobacterium  (0.30%), Methanoculleus  (0.11%),  and Meth‐

anomethylovorans (0.12%) in the MEC reactor correlated with methane production using 

Equation (5). The results confirm that the archaea in the MEC reactor converted hydrogen 

and carbon dioxide into methane, consequently increasing methane production (Section 
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3.4). The presence of Methanoseata and Metahnosarcina in the MEC reactor proved that the 

electrons generated in the anode were further used to reduce carbon dioxide to methane, 

as shown in Equations (3) and (4) [50]. This methane production route is also known as 

direct electromethanogenesis. 

4. Conclusions 

This study indicates that co‐digestion of DW and GW can provide suitable composi‐

tions that promote Clostridium spp. dominance as a crucial hydrogen producer in the dark 

fermentation process, which also enhances production. In this study, the hydrogen yield 

from co‐digestion under optimal conditions was 1.54 times higher than from DW alone. 

Furthermore, hydrogen production was not observed when GW was used as a substrate 

alone. Coupling hydrogen production under  a CSTR with  the MEC–CH4  reactor pro‐

moted a better energy yield than the CSTR and MEC–CH4 alone. Therefore, integrating a 

CSTR with MEC–CH4 might be an excellent option for enhancing overall energy yield. 

Moreover, these results suggest a possible route for the integration of dark fermentation 

with MECs to improve hydrogen production and obtain methane as an alternative energy 

carrier. 
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