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Résumé :  

L’accès aux soins dentaires est devenu, au cours de ces dernières années, un service de plus en plus 
demandé par la population. En particulier, la pose d’un implant, destiné à remplacer une dent 
manquante, en recréant une racine artificielle, devient un acte de plus en plus courant. Une des 
principales sources de complications entrainant l’échec de la pose d’un implant est une maladie 
inflammatoire : la péri-implantite. Cette maladie induit la perte des os de soutien dans les tissus 
entourant l'implant fonctionnel. Actuellement, il n’existe pas d’implant prévenant ces infections 
bactériennes, seuls des traitements curatifs sont proposés. Le développement d’un traitement 
antibactérien implantaire apparaît alors comme une solution préventive pertinente pour limiter les 
complications post-opératoires et représente un défi de santé publique. Pour parvenir à cet objectif, 
dans ce travail de thèse, plusieurs solutions pour préparer un revêtement implantaire bioactif ont été 
étudiées et évaluées. Elles sont toutes basées sur le recouvrement d’une surface modèle de titane par 
un polymère naturel bioactif, le chitosane. Le greffage du biopolymère au substrat a été réalisé via une 
liaison covalente en utilisant un agent de couplage. Les différentes étapes de la synthèse du revêtement 
ainsi que ses propriétés biologiques ont été caractérisées à l’aide de techniques d’analyses de chimie 
de surface, par des études de tenue et de restitution du biopolymère en milieu acide ainsi que par des 
études in vitro de l’activité antibactérienne et des propriétés biologiques des revêtements. Les résultats 
de ce travail ont permis de sélectionner le revêtement bioactif possédant les meilleurs propriétés pour 
l’application visée, notamment en raison de sa tenue en milieu acide et de son activité antibactérienne 
en présence des bactéries communes. 

 
Abstract :  

In the past years, population requirement for dental care service increased. More precisely, 
replacement of missing tooth using dental implant is now a common intervention. As implant provides 
an artificial root, this procedure is permanent. The failure of the placement procedure is mainly due to 
an inflammatory disease: peri-implantitis. This disease leads to the death of bone tissues surrounding 
the dental implant. Today only curative solutions are available, and no implants can prevent bacterial 
development. It appears that preventing post-surgical complications by designing antibacterial 
implants is now a public health issue. To achieve this goal, we evaluate in this thesis different 
solutions to design bioactive implant coatings. We focused our work on coating of a model titanium 
surface by a bioactive polymer: chitosan. Polymer binding on the substrate is achieved by covalent 
link using a coupling agent. We described each step of the coating synthesis and characterized its 
biological properties using both surface chemistry analysis and cell biology techniques. We studied its 
behavior in an acid environment and analyzed its biological and antibacterial properties in vitro. 
Results of this work were used to select the bioactive coating with the best properties for the intended 
application, particularly due to its resistance in acidic condition and its antibacterial activity against 
common bacteria. 

  



 
 

8 
 

Table des matières 
Introduction générale .................................................................................... 11 
 

Chapitre I – Etude bibliographique ............................................................ 17 
I. Implantologie orale ............................................................................. 20 

II. Les revêtements implantaires antibactériens ...................................... 29 

III. Le chitosane (CS) ................................................................................ 34 

IV. Mode de dépôt du chitosane sur substrat ............................................ 37 

V. Stérilisation des matériaux .................................................................. 42 

 

Chapitre II – Elaboration des revêtements de chitosane........................... 57 
I. Les substrats utilisés ............................................................................ 60 

II. Le chitosane comme biopolymère ...................................................... 72 

III. Etude du simple dépôt du chitosane sur une surface de titane ............ 86 

IV. Greffage covalent de chitosane ........................................................... 87 

V. Les couples substrat/greffage étudiés ................................................. 95 

VI. Application de la voie sélectionnée à la fabrication d'un prototype ... 113 

 

Chapitre III – Etude de la résistance des revêtements .............................. 125 
I. Restitution du biopolymère en milieu acide ....................................... 127 

II. Impact de la stérilisation ..................................................................... 136 

 

Chapitre IV – Caractérisations biologiques des revêtements ................... 147 
I. Tests microbiologiques ....................................................................... 149 

II. Cytocompatibilité des revêtements ..................................................... 159 

Conclusion générale ......................................................................................  177 
Annexes….. ..................................................................................................... 181 

 



 

9 
 

Liste des abréviations 

 
 

Abréviations Correspondance 

DA Degré d’Acétylation 

DD Degré de Désacétylation 

IR-ATR Infrarouge en mode réflexion totale atténuée 

ToF-SIMS Spectrométrie de masse des ions secondaires en mode statique 

DSIMS Spectrométrie de masse des ions secondaires en mode dynamique 

MEB Microscopie ou microscope électronique à balayage. 

XPS Spectrométrie de photoélectrons X 

RMN Résonance Magnétique Nucléaire 

TESPSA TriEthoxySilylPropylSuccinic Anhydride 

APTES AminoPropylTriEthoxySilane 

CS Chitosane 

AS Anhydride succinique 

PDMS PolyDiMethylSiloxane 

AFM Microscope à force atomique 

SEC Chromatographie d’exclusion stérique 

EDS Spectroscopie des rayons-X dispersive en énergie 



 

 
 

 



  

 

 

 

 

Introduction générale 



Introduction générale 

 

  12 
 

Les biomatériaux sont des « matériaux utilisés dans un dispositif médical et conçus pour 

interagir avec des systèmes biologiques, qu’ils participent à la constitution d’un appareillage à visée 

diagnostique ou à celle d’un substitut de tissu ou d’un organe, ou encore à celle d’un dispositif de 

suppléance (ou assistance) fonctionnelle » [1]. Cette définition, établie pour la première fois lors de la 

conférence de consensus de Chester de 1986, est toujours considérée, de nos jours, comme la 

définition la plus satisfaisante. Elle suggère ainsi, l’utilisation de matériaux comme système 

d’amélioration et/ou de remplacement d’un organe ou d’une fonction dans l’organisme [2]. Ce contact 

étroit entre les matériaux et les tissus et/ou fluides biologiques implique nécessairement la prise en 

compte du temps de contact (temporaire ou permanent) du matériau avec les tissus et/ou les fluides 

vivants. Celui-ci conduit également à la notion de biocompatibilité, définie par « la capacité d’un 

biomatériau à induire une réponse appropriée de l’hôte dans une application spécifique » [1]. 

A la notion de biocompatibilité peuvent s’ajouter deux autres notions indispensables pour des 

matériaux implantables. Il s’agit des concepts de « bioactivité » [3] et de « biodégradabilité » [4]. Le 

premier correspond à l’interaction positive entre le biomatériau et les tissus, entrainant ainsi une 

différenciation des tissus avec une forte adhésion et interconnexion le long de l’interface biomatériau-

tissus. Le second définit le processus de détérioration d’un matériau au sein de l’hôte en fonction du 

temps, les composés issus de cette détérioration ne devant pas être toxiques. Les matériaux utilisés ne 

doivent pas être détériorés par les procédés de stérilisation utilisés. Par ailleurs, les caractéristiques du 

matériau doivent être en adéquation avec l’application visée et son industrialisation doit être également 

envisageable (en termes de production et de coût) [3]. 

Les biomatériaux sont utilisés dans de nombreux domaines d’applications médicales tels que la 

chirurgie esthétique, l’ophtalmologie, la chirurgie orthopédique et cardiaque, l’urologie et 

l’odontologie [5]. Dans le cadre de notre projet, nous nous intéresserons uniquement au dernier 

domaine présenté, et plus particulièrement à l’implantologie orale. 

Parmi les soins actuellement proposés par les chirurgiens dentistes, la pose d’implants destinés à 

remplacer des dents manquantes en recréant une racine artificielle, devient un acte de plus en plus 

courant. Toutefois, une pathologie associée peut se déclarer autour de l’implant: il s’agit de la péri-

implantite, maladie inflammatoire induisant la perte d’os de soutien dans les tissus entourant l’implant 

fonctionnel [6]. En effet, comme de nombreuses études le démontrent, après la pose d’un implant 
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dentaire, des complications inflammatoires d’origine infectieuse telles que la mucosite et la péri-

implantite peuvent affecter les tissus péri-implantaires [7-9]. Actuellement, les risques d’infection 

postopératoire sont limités par des prescriptions médicamenteuses (antibiotique et antiseptique) et/ou 

des conditions opératoires stériles. Cependant, les patients à risque (diabétiques, greffés, porteurs 

HIV…) restent, à ce jour, le plus souvent exclus de ce type de soin. Le développement d’un traitement 

antibactérien implantaire apparaît, alors, comme une solution préventive pertinente pour limiter ces 

risques et représente un défi majeur de la santé publique. Le but de ce projet sera à terme, d’offrir un 

accès thérapeutique implantaire aux patients à risque et de limiter les complications postopératoires 

pour tous. 

Pour parvenir à ce but, un consortium piloté par Global D et réunissant, en outre, le LMI, 

Science et Surface, Rescoll et Nosoco.Tech, propose de développer un revêtement implantaire à base 

de polymère naturel bioactif aux propriétés antiseptiques et/ou cicatrisantes dont la restitution lente et 

contrôlée permettra, après la pose de l’implant en cavité buccale, une action curative. Il s’agit d’un 

projet collaboratif à Fond Unique Interministériel (RIBIO) labellisé par le pole de compétitivité 

Plastipolis et initié en 2011. C’est dans ce contexte que cette thèse a été menée avec pour mission 

principale le développement d’un revêtement bioactif sur substrat à base de titane en accord avec un 

cahier des charges strict. L’objectif de ce projet est de développer un revêtement biocompatible et 

possédant des propriétés antibactériennes. Le choix d’un polymère naturel bioactif et résorbable : le 

chitosane, s’est ainsi légitimement imposé en lien avec ses propriétés antibactériennes et sa 

biocompatibilité reconnue. La solution développée dans ce travail est basée sur le greffage covalent du 

chitosane via un agent de couplage de type silane.  

Par ailleurs, le revêtement polymère obtenu doit être conforme à un cahier des charges strict. En 

effet, le revêtement doit être homogène en surface et en épaisseur, mais également adhérent au 

substrat. La tenue du biopolymère sur l’implant dans la cavité buccale doit également être validé 

pendant la durée de la cicatrisation (au minimum 8 jours et idéalement 2 semaines), et ce, malgré les 

variations de pH. Un autre objectif de ce projet sera de montrer la résistance du revêtement polymère 

au processus de stérilisation. A côté de ces premiers verrous à lever, il sera nécessaire de valider les 

propriétés biologiques et bactériologiques des revêtements proposés.  

Ce rapport de thèse est divisé en quatre chapitres. 

Le premier chapitre consiste en une étude bibliographique générale présentant la péri-implantite 

et les différentes solutions mises en œuvre pour traiter cette complication. Une attention particulière 

sera portée sur la description du chitosane et sur les possibilités de sa mise en forme. Enfin, l’aspect 

stérilisation sera abordé d’un point assez vue général avec une description des voies les plus 

couramment utilisées avant d’aborder le cas précis de la stérilisation du chitosane. 

Dans le deuxième chapitre, nous présenterons tout d’abord, les substrats et les polymères 

utilisés ainsi que deux méthodes d’élaboration des revêtements. Ensuite, une caractérisation fine des 
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différentes étapes du greffage sera réalisée avant de montrer la possibilité de recouvrir un prototype 

par la solution la plus pertinente. 

Le troisième chapitre sera consacré à l’étude de la stabilité chimique des revêtements polymères 

en milieu acide. Puis une étude de l’impact des méthodes de stérilisation sur les composés utilisés sera 

effectuée. 

Le quatrième et dernier chapitre évaluera, enfin, les propriétés biologiques des revêtements 

bioactifs en termes de biocompatibilité et d’activité antibactérienne, celles-ci déterminées in vitro. 

Enfin, une conclusion générale reprendra l’ensemble des résultats pertinents de l’étude et 

proposera des pistes d’amélioration du système retenu. 
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I. Implantologie orale 

I.1 Les implants dentaires 

I.1.1 Définition 

Parmi les différents types de soins proposés par les chirurgiens-dentistes, la pose d’implant 

dentaire est un traitement de plus en plus fréquent. Selon la définition proposée en 1999 par Muster et 

al. un implant dentaire est une « racine artificielle destinée à créer des ancrages osseux stables, 

résistants, efficaces, durables, sur lesquels s’adapte une prothèse amovible ou fixée » [1]. Un implant 

peut être utilisé afin de remplacer une ou plusieurs dents manquantes. Il y a , le plus souvent,  trois 

phases principales lors de la pose d’un implant dentaire : une phase de chirurgie où l’implant est placé 

dans la mâchoire du patient, une phase de cicatrisation correspondant à l’intégration osseuse de 

l’implant ou ostéo-intégration et une dernière phase correspondant en la mise en fonction de l’implant 

avec la pose d’une prothèse dentaire, par exemple une couronne (Figure I- 1). 

 

Figure I- 1 : Les différentes étapes lors de la pose d’un implant dentaire dans le cas d’un édentement unitaire 
(images fournies par Global D). 

I.1.2 Différence histologique entre un implant et une dent 

La principale différence histologique entre un implant fonctionnel et une dent se situe au niveau 

des tissus mous péri-implantaires, comme le montre l’illustration de la Figure I- 2 [2]. Ce tissu est 

constitué, au niveau de l’implant, de trois zones bien définies : l’épithélium sulculaire, l’épithélium de 

jonction et le tissu conjonctif [3]. Bien que la structure de l’épithélium sulculaire soit similaire à celle 

du tissu parodontal, l’épithélium de jonction péri-implantaire est quant à lui plus étendu que 

l’épithélium parodontal. Au niveau du tissu conjonctif des implants, les fibres de collagène en nombre 
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conséquent sont parallèles à l’axe de l’implant contrairement aux parodontes où les fibres de collagène 

sont perpendiculaires à la surface cémentaire. Par ailleurs le tissu conjonctif péri-implantaire est moins 

vascularisé, notamment du fait de l’absence de ligament parodontal. Enfin, la faible concentration de 

fibroblastes dans ce tissu entraine une résistance aux contraintes limitée [4]. 

 

Figure I- 2 : Schéma comparatif des tissus parodontaux et péri-implantaires sains ;ES = Epithélium Sulculaire ;EJ = 
Epithélium de Jonction ; FC = Fibres de Collagène ; AC = Attache Conjonctive ; Fb = Fibroblastes et LP = Ligament 

parodontal (Giovannoli, 2012). 

Ces différences peuvent interférer sur la tenue de l’implant au sein de la cavité buccale. Dans ce 

sens, il est important de posséder une compréhension accrue de l’interface hôte-implant et de définir 

un système de contrôle efficace [5]. 

I.1.3 Matériaux utilisés dans le domaine de l’implantologie 

Il existe une grande variété de matériaux pouvant être utilisés dans le domaine de 

l’implantologie orale en tant que biomatériaux, à savoir : 

- Les biomatériaux métalliques : 

Ces matériaux ont été les premiers à être utilisés en tant que biomatériaux, notamment du fait de 

leurs bonnes propriétés mécaniques. Les matériaux utilisés en chirurgie orale et plus particulièrement 

en tant que dispositifs implantables sont essentiellement constitués de titane pur ou d’alliages de titane 

[6, 7]. En effet, le titane est davantage utilisé du fait de sa biocompatibilité [8] et de sa plus grande 

résistance à la corrosion [9]. Cependant l’ajout d’élément d’alliages dans le titane pur augmente 

considérablement ses propriétés mécaniques. L’alliage de titane, qui reste pour l’instant le plus utilisé, 

est le Ti6Al4V en raison de sa résistance mécanique [10]. Un seul autre type d’alliage de titane est 

disponible commercialement, il s’agit de l’alliage de titane enrichi en zircone et vendu par l’entreprise 

Straumann [11, 12]. A noter qu’il existe d’autres types d’alliages de titane étudiés actuellement en 

laboratoire, tels que, par exemple, les alliages Ti-Nb enrichi en zircone (Zr) [13, 14]. Cependant, le 
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principal inconvénient des matériaux métalliques est leur corrosion dans les conditions physiologiques 

[15, 16]. 

- Les biomatériaux céramiques : 

Les céramiques possèdent comme avantage par rapport aux matériaux métalliques une plus 

grande résistance aux frottements et à la dégradation dans un milieu physiologique. Ils peuvent être 

séparés en deux catégories. Bien que tous soient biocompatibles, certains sont bio-inertes, c'est-à-dire 

qu’ils n’induisent aucune réaction chez l’hôte [6], et d’autres sont au contraire, bioactifs. Comme 

exemple de matériaux céramiques bio-inertes, on peut citer la zircone (ZrO2), qui est utilisé dans le 

domaine dentaire [17]. Un autre exemple de biocéramique est la famille des vitrocéramiques, les 

bioverres, dont l’emploi en tant qu’implant dentaire est en cours d’évaluation en laboratoire [18]. 

- Autres biomatériaux envisageables: 

L’utilisation de polymères, synthétiques ou naturels, en tant que biomatériaux peut être 

également envisagée. Ce type de biomatériaux est souvent proposé en ingénierie tissulaire, notamment 

dans le but d’une régénération des tissus présents dans la cavité orale [19, 20]. En particulier, de 

nombreux chercheurs s’orientent actuellement vers l’utilisation de matériaux d’origine naturelle pour 

l’élaboration de leurs dispositifs médicaux [1]. Parmi les composés existants, le chitosane, est un 

polymère naturel dont l’utilisation est en pleine expansion. Une étude plus approfondie sur les 

propriétés et les domaines d’applications du chitosane sera présentée dans la partie III.3 de ce chapitre. 

I.2 Les complications infectieuses suite à la pose d’un implant dentaire 

I.2.1 Problèmes éventuels suite à la pose d’un implant 

I.2.1.1 Localisation de la « zone à risque » 

Lors des phases de cicatrisation dentaire (ou phase de bio-intégration) et de maintenance 

dentaire, des complications peuvent avoir lieu au niveau de la zone de jonction entre l’implant et les 

tissus mous, celle-ci est présentée comme la « zone à risque » (Figure I- 3). 

 

Figure I- 3 : Localisation de la zone à risque au niveau d’un implant dentaire (image fournie par Global D). 
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Comme expliqué dans la partie I.1.2, les tissus mous péri-implantaires présentent des 

différences au niveau histologique. Selon Tenenbaum, ces tissus « ont les caractéristiques d’un tissu 

cicatriciel » [21], ce qui expliquerait la faible réaction de ceux-ci lors d’une agression. La cavité 

buccale étant connue comme le système le plus riche en terme de diversité bactérienne, la probabilité 

d’une colonisation bactérienne au niveau de cette zone est importante [22]. D’autres facteurs peuvent 

être cause d’échecs dans le traitement implantaire. En effet, l’échec dans la pose d’un implant dentaire 

dépend également des conditions chirurgicales, des conditions d’implantation et de mise en place de 

l’élément prothétique, ainsi que de l’état de santé général du patient [23]. 

I.2.1.2 Colonisation bactérienne  

- Colonisation des surfaces et formation du biofilm en dentaire 

D’une manière générale, la croissance bactérienne est plus importante sur une surface qu’en 

solution. La formation du biofilm a été largement étudiée dans la littérature et peut être résumée par le 

schéma présenté Figure I- 4 [24]. En dentaire, la première étape consiste en l’adhésion des bactéries 

puis à la formation de colonies bactérienne à la surface du matériau. Il s’ensuit alors une étape de 

croissance et de prolifération des bactéries adhérées (étape 2-3) pour donner, en dernier lieu, le biofilm 

bactérien. Celui-ci est composé d’une matrice extracellulaire (MEC) qui contient l’ensemble des 

bactéries dans une couche protectrice. Cette matrice est constituée en majorité de protéines et de 

polysaccharides et peut atteindre une épaisseur de quelques micromètres à quelques millimètres. 

 

Figure I- 4 : Illustration des différentes étapes de la formation d’un biofilm : 1- adhésion et colonisation de la surface ; 
2 + 3- accroissement ; 4- maturation du biofilm et détachement (Peters, 2005). 

De nombreuses études ont été menées quant à la formation du biofilm bactérien et de sa 

composition au niveau des implants dentaires aussi bien in vitro qu’in vivo [25-28]. Une étude récente 

in vitro a montré notamment une formation et une composition initiale du biofilm bactérien différentes 

en fonction des surfaces en titane employées, celles-ci de topographie et d’hydrophilie variées [27]. 

Sanchez et al. ont par ailleurs montré lors de l’étude de différentes surfaces (titane, zircone, 

hydroxyapatite), que les différences observées au niveau du biofilm sont plutôt en termes d’épaisseur, 
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de composition de la matrice extracellulaire, de disposition des cellules bactériennes au sein de la 

matrice [25].  

Néanmoins, une étude in vivo a démontré que le choix d’implants de nature et de structure 

différente n’entraine pas de changements significatifs au niveau de la composition du biofilm bactérien 

après 3 et 5 jours d’incubation des implants (montés sur un système de splint pour incubation), l’étape 

de maturation du biofilm bactérien compense les différences observées dans un premier temps [26]. 

Les facteurs pouvant influencer la formation du biofilm sont très nombreux et rendent la 

comparaison des résultats issus de différentes études très difficiles, c’est pourquoi beaucoup d’études 

se limitent en premier lieu à l’étude en présence de seulement quelques bactéries.  

- Colonisation bactérienne au niveau de la zone à risque 

Dans la cavité buccale, la flore bactérienne d’un tissu sain est essentiellement constituée de 

bactéries aérobies de type Gram positif. Les premières bactéries à coloniser une surface dentaire sont 

celles appartenant au genre Actinomyces et Streptococcus [28, 29]. De plus, celles impliquées dans les 

maladies inflammatoires, aussi bien au niveau des dents qu’au niveau des implants dentaires, 

appartiennent au système illustré en rouge défini par Socransky et al. (Figure I- 5): Porphyromonas 

gingivalis, Tannerella forsythia et Treponema denticola [30-32]. 

 

Figure I- 5 : Représentation schématique des relations entre les différentes espèces de bactéries présentes dans la 
cavité buccale (Socransky, 1998). 

Fürst et al. ont démontré une colonisation rapide de la muqueuse péri-implantaire par ces 

bactéries pathogènes 30 minutes seulement après la pose de l’implant [33]. D’autres bactéries peuvent 

également être impliquées dans les maladies inflammatoires telles que les deux bactéries du système 

illustré en orange Prevotella intermedia et Fusobactérium nucleatum [34, 35]. L’étude de Van 

Winkelhoff et al. montre que la bactérie pathogène Aggregatibacter actinomycetemcomitans est 

parfois présente dans les poches péri-implantaires [2, 34]. 
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L’infection bactérienne peut entrainer deux complications inflammatoires à plus ou moins long 

terme, il s’agit de la mucosite et de la péri-implantite. La mucosite est une réaction inflammatoire 

réversible touchant les tissus mous superficiels autour de l’implant fonctionnel [36]. Elle se traduit 

cliniquement par des rougeurs ou un œdème au niveau de la gencive et parfois un saignement au 

sondage [2]. La mucosite, si elle n’est pas traitée, conduira à la seconde complication d’origine 

infectieuse : la péri-implantite (PI). Celle-ci correspond à un processus inflammatoire affectant 

l’ensemble des tissus autour de l’implant. Cette inflammation aboutit à une perte osseuse autour de 

l’implant et entraine à long terme la perte de celui-ci [36, 37]. 

I.2.2 La péri-implantite 

I.2.2.1 Généralité 

La péri-implantite (PI) apparait comme l’une des causes les plus fréquentes de l’échec 

implantaire. Elle peut être comparée à la parodontite qui correspond au même type de réaction 

inflammatoire mais autour d’une dent [38]. Cependant en raison des différences histologiques 

évoquées dans la partie I.1.2, l’infection aura d’autres conséquences (Figure I- 6). En effet, 

contrairement à la parodontite où l’inflammation reste localisée au niveau du tissu conjonctif, dans le 

cas de la péri-implantite, celle-ci se répand au niveau de l’os alvéolaire entraînant progressivement une 

destruction osseuse [2, 37]. 

 

Figure I- 6 : Schéma comparatif de la différence du processus inflammatoire entre un implant et une dent ; 
ES =Epithélium Sulculaire ; TCI = Tissu Conjonctif Inflammatoire ; CO = Crête Osseuse (Giovannoli, 2012). 

Ainsi la péri-implantite peut être définie comme la synergie de plusieurs facteurs avec pour 

résultat final une inflammation et une résorption de l’os [39]. 

Deux types de complications peuvent être distingués chronologiquement. On parle de 

complications primaires dans le cas où celles-ci ont lieu lors de la phase d’ostéo-intégration et 
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d’échecs secondaires lorsque ceux-ci ont lieu lors de la phase de maintenance [2, 40]. Dans le cas de la 

phase d’ostéo-intégration, les échecs précoces peuvent être dus à la mise en place d’un implant dans 

une zone mal décontaminée, une technique chirurgicale inadaptée, une instabilité de l’implant, une 

contamination bactérienne de l’implant lors de la chirurgie ou un entretien insuffisant durant la 

cicatrisation [40]. On parle alors de PI précoce qui se définit par une perte osseuse d’origine 

infectieuse autour d’un implant présentant une bonne stabilité mécanique en phase de cicatrisation [2]. 

I.2.2.2 Prévalence et facteurs de risque 

D’après l’étude de Mombelli et al., la prévalence de la péri-implantite se situe aux alentours de 

10 % des implants et de 20 % des patients dans l’intervalle de 5 à 10 ans suivant la pose de l’implant 

[41]. Il est à noter que ces valeurs peuvent différer d’une étude à l’autre en raison notamment des 

critères de sélection et d’exclusion des différents cas analysés. En ce qui concerne la PI précoce, il n’y 

a pas, à l’heure actuelle, de données types pour spécifier la prévalence de ces cas particuliers de PI [2].  

La probabilité de développer une péri-implantite peut être amplifiée à cause de plusieurs 

facteurs de risque, que l’on peut classer en deux catégories: les facteurs locaux et les facteurs généraux 

résumés dans la figure ci-dessous (Figure I- 7) [2]. Les facteurs locaux concernent les conditions 

anatomiques et cliniques de la zone péri-implantaire étudiée qui auront une influence sur la 

colonisation bactérienne [42]. Les facteurs généraux concernent, quant à eux, l’état de santé général du 

patient (facteurs génétiques, acquis ou environnementaux) qui module la réponse de ce même patient à 

l’infection [42-46]. 

 

Figure I- 7 : Ensemble des facteurs de risque infectieux favorisant la mise en place de la péri-implantite  
(inspirée de Giovannoli, 2012). 
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Parmi ces différents facteurs, le rôle de certains dans l’apparition de la PI est sujet à polémique. 

Selon l’étude récente de Chrcanovic et al., il n’a pas été mis en évidence d’impact significatif du 

diabète lors de l’échec de la pose d’un implant dentaire [47]. Les auteurs font, toutefois, preuve de 

vigilance quant à cette conclusion, en raison de l’hétérogénéité des données sélectionnées dans les 

différentes études menées ainsi que du nombre insuffisant de cas étudiés en accord avec les 

précédentes conclusions de Mombelli et al. [48]. Par ailleurs, d’après Giovannoli et al., aucune étude 

ne prouve à ce jour que le taux d’échec d’un implant à court terme est plus important chez les patients 

atteints de parodontite chronique [2], même si la 3e conférence de consensus de l’EAO rapporte les 

antécédents de parodontite comme impactant la prévalence des péri-implantites [49]. Ceci nous montre 

que d’autres études sont encore nécessaires afin de mieux appréhender cette maladie. 

I.2.2.3 Méthodes de diagnostic 

La péri-implantite peut être détectée cliniquement par un sondage au niveau de la zone 

implantée et/ ou par l’analyse radiologique prise à ce niveau (Figure I - 8). Suite à ces examens, il est 

possible, la plupart du temps, de diagnostiquer une PI par observation d’une augmentation de la 

profondeur au sondage, celle d’un saignement lors du sondage et/ou d’une suppuration au niveau de 

l’espace péri-implantaire [36, 37, 50]. Par ailleurs, une perte de la structure osseuse autour de l’implant 

peut être également mise en évidence radiographiquement. La PI est souvent asymptomatique mais 

peut être détectée, dans certains cas, par le patient lui-même si l’implant devient mobile, signe de 

l’échec du traitement. 

 

Figure I- 8 : Observation de la PI précoce radiographiquement (A) et par sondage de la zone (B) (Giovannoli, 2012) 
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I.3 Les moyens de lutte contre la péri-implantite 

Avant d’envisager le retrait de l’implant contaminé, plusieurs traitements peuvent être mis en 

place afin de lutter contre cette complication infectieuse, si toutefois l’implant est stable. Les 

traitements à appliquer sur les zones contaminées vont dépendre, en grande partie, du type de surface 

de l’implant, mais également de l’état clinique du patient. En effet, de ces paramètres dépend 

l’efficacité du traitement mais aussi la persistance de l’infection. 

I.3.1 Traitements non-chirurgicaux 

Les traitements non-chirurgicaux ont pour objectif principal de décontaminer la surface de 

l’implant. Ils peuvent être classés en deux catégories, les traitements chimiques, d’une part, et les 

traitements mécaniques, d’autre part [21]. Le traitement mécanique consiste en un débridement de la 

surface via l’utilisation d’instruments spécifiques, tels que les curettes en fibres de carbone ou en 

Téflon, et les inserts en plastiques [21]. Ce traitement peut également être effectué par traitement aux 

ultrasons avec des inserts de carbone et par polissage via l’utilisation de poudre à faible granulométrie 

[51]. Toutefois, il est généralement admis qu’un traitement mécanique seul ne suffit pas, il est 

nécessaire d’y associer un traitement chimique pour décontaminer la surface de l’implant [52, 53]. 

Comme évoqué par Tenenbaum et al., il existe différents produits pour une administration locale tels 

que les gels antiseptiques (chlorhexidine) [54], les microsphères de minocycline, l’acide citrique, la 

bétadine, le peroxyde d’hydrogène, les tétracyclines ou plus simplement une solution saline [21]. 

Selon plusieurs études dont notamment celle menée par Esposito et al., l’efficacité entre tous 

ces traitements est à ce jour équivalente [55]. 

I.3.2 Traitements chirurgicaux 

Pour un nettoyage en profondeur des surfaces implantaires contaminées, il est parfois nécessaire 

d’employer des traitements chirurgicaux (élévation d’un lambeau). Ces traitements vont permettre un 

débridement mécanique de la zone infectée avec une vision directe des zones à extraire [21]. Pendant 

la chirurgie, le débridement mécanique est effectué avec un aéropolisseur et du bicarbonate de soude, 

associé parfois à du peroxyde d’hydrogène, permettant une bonne décontamination de la surface [2]. 

Par ailleurs, l’association d’une décontamination antiseptique à ce traitement par l’ajout de 

chlorhexidine notamment, permet une amélioration de son efficacité [56]. Afin de remplacer la perte 

des tissus osseux autour de l’implant, un comblement du défaut osseux avec un matériau régénérant 

les structures osseuses peut être envisagé [57]. 

I.3.3 Nouvelles perspectives dans les traitements préventifs 

Le risque de péri-implantite est présent pour tous les patients, mais davantage encore pour 

certains patients dits « à risque » tels que les fumeurs, les diabétiques, les patients immunodéprimés 

comme les porteurs du virus du SIDA ou les patients de cancers [31, 43, 44, 52, 58]. Malgré les 
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précautions prises lors de la chirurgie et après la pose de l’implant dentaire, la probabilité de 

développer des pathologies des tissus péri-implantaires chez ces patients est significativement 

importante, raison pour laquelle ces patients sont souvent exclus de ce type de soins [44]. 

Chez les personnes diabétiques par exemple, l’hyperglycémie a pour conséquence i) un 

affaiblissement des défenses de l’hôte, le rendant vulnérable aux infections et ii) une faible capacité de 

cicatrisation des tissus. Toutefois, il est important de noter que dans le cas des patients diabétiques, la 

contre-indication de la pose d’implant peut être parfois levée si les conditions sont favorables (pas 

d’autres facteurs de risque, contrôle précis du taux de glycémie...). En effet, selon plusieurs études, les 

chances de succès du traitement chez ces patients peuvent être satisfaisantes sous réserve d’un suivi 

spécifique [59, 60]. 

Actuellement les risques d’infections postopératoires sont limités par des prescriptions 

médicamenteuses (antibiotique et antiseptique) et/ou des conditions opératoires stériles mais cela ne 

suffit pas pour les patients à risques précités. Il est alors nécessaire de proposer une solution 

préventive afin d’éviter les complications postopératoires pour tous les patients. Une des solutions 

envisagées, en recherche, est la modification de la surface du dispositif médical implanté afin de lui 

conférer une action antibactérienne, antiadhésive et/ou une capacité de cicatrisation sans impact sur les 

propriétés initiales du matériau (résistance mécanique, à la corrosion, biocompatibilité). 

Le développement de revêtements implantaires aux propriétés bioactives (antibactérienne et/ou 

cicatrisante) apparait donc ici comme un enjeu majeur aussi bien sociétal qu’économique. 

II. Les revêtements implantaires antibactériens 

II.1 Stratégies pour l’élaboration de matériaux bioactifs 

Afin de prévenir les complications infectieuses, il parait ainsi judicieux de se tourner vers de 

nouveaux matériaux capables de lutter contre l’infection. D’une manière générale, il existe deux 

approches pour réduire les interactions entre les bactéries et les matériaux ; inhiber l’adhésion 

bactérienne et/ou éliminer les bactéries présentes à la surface du matériau. 

Ainsi, trois stratégies peuvent être envisagées pour élaborer un biomatériau résistant aux 

infections : 

- Modification de la surface du biomatériau pour lui conférer des propriétés antiadhésives 

(II.2), 

- Ajout de substances antimicrobiennes au sein du matériau (II.3), 

- Matériau possédant à la fois des propriétés antiadhésives et antimicrobiennes [61, 62] (II.4). 
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II.2 Surfaces antiadhésives 

L’obtention de surfaces antiadhésives implique une modification de la surface du biomatériau 

initial en jouant notamment sur les propriétés de surface, telles que l’hydrophilie, la structure 

cristalline du matériau, sa conductivité ou encore sa rugosité [63, 64]. Pour ce dernier cas, la 

colonisation bactérienne sera moins importante sur un implant présentant une faible rugosité de 

surface par rapport à un implant de rugosité plus élevée [65, 66]. Outre la modification de l’état de 

surface du matériau lui-même, il existe d’autres méthodes pour obtenir des surfaces antiadhésives, 

comme le dépôt d’une monocouche assemblée hydrophile ou le dépôt d’un polymère lui même 

hydrophile. 

II.2.1 Dépôt d’une couche moléculaire antiadhésive 

Il est possible, par dépôt d’une monocouche, à partir d’un précurseur moléculaire, de limiter 

l’adhésion bactérienne en modulant le caractère hydrophile/hydrophobe des surfaces implantées. En 

effet, plusieurs études ont prouvé que la présence de monocouches hydrophiles en surface permet une 

diminution significative de l’adhésion bactérienne. Ces surfaces peuvent être obtenues par exemple via 

le greffage d’un organosilane tels que le N-(6-aminohexyl)aminopropyltrimethoxysilane (fonctions 

terminales amine –NH2) [67], ou via le greffage d’un L-gulonamide avec une terminaison 

undecanethiol ou d’un oligoéthylène glycol (fonctions terminales –OH) sur la surface [68]. 

 

Figure I- 9 : Structures de l’organosilane, le N-(6-aminohexyl)aminopropyltrimethoxysilane (A) (Ploux, 2007) ; des 
thioalcanes tels que le L--gulonamide avec une terminaison undecanethiol (B) ou d’un oligoéthylène glycol (C) (Hou, 

2007). 

II.2.2 Revêtements de polymères bioactifs 

Il a été montré que l’utilisation de polymères hydrophiles permet de limiter la formation du 

biofilm bactérien [63]. Par exemple, l’emploi de polyéthylène glycol phosphorylé sur de 

l’hydroxyapatite permet de réduire l’adhérence du S. mutans [69]. Par ailleurs, une récente étude a 

montré que le greffage covalent de polysaccharides d’origine marine (ulvans) sur des surfaces de 

titane entraine une diminution significative de l’adhésion de la bactérie P. aeruginosa (de l’ordre de 90 

%), ainsi qu’une réduction de la croissance bactérienne à la surface de l’implant, avec un effet 

antiadhésif avéré jusqu’à 24 h [70]. Enfin, les travaux de Lafarge montrent que le dépôt de nouveaux 
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dérivés de polysaccharide et de polyéthylène glycol greffés sur des surfaces de polychlorure de vinyle 

(PVC) confèrent au matériau des propriétés antiadhésives [71]. 

II.3 Matériau contenant des molécules antimicrobiennes 

Selon Guerrero et al., l’apport de molécules antibactériennes au biomatériau peut être réalisé de 

deux manières : par greffage irréversible d’un agent antimicrobien sur la surface ou par dépôt d’un 

revêtement utilisé comme vecteur d’antibiotiques [72]. 

II.3.1 Surfaces antimicrobiennes irréversibles 

Les surfaces antimicrobiennes irréversibles sont des surfaces sur lesquelles des agents 

antibactériens sont greffés via des liaisons covalentes pour un maintien durable. Les agents utilisés 

sont principalement des antibiotiques (gentamicine, vancomycine...). Ils peuvent être fixés au substrat 

via différents agents de couplage comme des organophosphorés présentés Figure I- 10 [73]. Les 

ammoniums quaternaires sont d’autres groupements fonctionnels antibactériens qui sont utilisés pour 

fonctionnaliser les surfaces conduisant ainsi à des surfaces chargées positivement présentant un effet 

bactéricide. Ces ammoniums quaternaires peuvent être immobilisés en positions terminales sur des 

organophosphonates [74] ou des organosilanes [75]. 

 

Figure I- 10 : Utilisation de monocouches auto assemblées pour lier : antibiotiques (la gentamicine) via une 
monocouche phosphoré (A) (Kruszewski, 2013) ; ammoniums quaternaires en positions terminales d’une monocouche 

d’organophosphorés (B et C) (Amalric, 2008) ; ammoniums quaternaires avec une fonction terminale alkyle via une 
monocouche d’organosilanes  (Gottenbos, 2002). 

He et al. ont étudié en particulier, la différence d’adhésion entre des fibroblastes et des bactéries 

communes (E. coli et S. aureus) en fonction des composés fixés sur une surface (Figure I- 11).  
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Figure I- 11 : Shéma du greffage de la dopamine, d’un peptide arginine-glycine-aspartic (RGD) et du collagène sur un 
substrat de verre (He, 2009). 

Ces composés protéiques (collagène), peptidiques (RGD) ou sous forme de résidu d’acide 

aminé (dopamine), sont tous connus pour leurs propriétés antiadhésives [76]. Des différences 

significatives d’adhésion ont ainsi pu être mises en évidence en fonction de l’organisme et du composé 

étudié. Il s’est avéré que le greffage d’un peptide en surface améliore l’adhésion des fibroblastes sans 

effet sur l’adhésion des bactéries communes tandis que le collagène permet une augmentation de 

l’adhésion des fibroblastes, avec en parallèle une diminution d’E. coli, mais une augmentation de S. 

aureus. 

II.3.2 Revêtement utilisé comme vecteur d’antibiotiques 

Il existe différents systèmes permettant de délivrer les antibiotiques dans le vivant. Ces 

systèmes, appelés vecteurs d’antibiotiques, sont de nature assez variée, allant d’un revêtement 

polymère à un revêtement céramique ou métallique ou encore à une monocouche déposée sur substrat 

[64]. Plus particulièrement, on peut citer l’hydroxyapatite [77] ou des polymères biodégradables tels 

que le poly(D,L-lactide) [78], le chitosane [79] et le polybenzyl acrylate [80]. 

En ce qui concerne les composés antibactériens utilisés, ils peuvent également être variés. Les 

principaux métaux et/ou ions métalliques employés comme agent antibactérien sont l’argent, le zinc et 

le cuivre. Ils peuvent être incorporés ou greffés sur les systèmes cités ci-dessus et sont couramment 

employés dans les traitements de la péri-implantite et de la parodontite [81]. D’autres composés, un 

peu moins connus, sont également reportés dans la littérature pour ces applications : le fluorure 

stanneux (SnF2), le chlorure de palladium (PdCl2), le bismuth (Bi3+) ou l’acide borique (B(OH)3) [72, 

81]. De même, tous les antibiotiques classiques (gentamycine, céphalothin, carbenicilline, amoxilline, 

céfamandole, tobramycine et vancomycine) peuvent être chargés dans des vecteurs déposés sur 

implants [64]. Enfin, une dernière classe de composés antibactériens peut également être intégrée au 

vecteur ; les nanoparticules (MgF2, Ag2O, TiO2), toujours dans le but d’inhiber la formation du biofilm 

bactérien [82-84]. 
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Un exemple plus concret concerne la chlorhexidine, antiseptique largement utilisé dans 

l’implantologie orale, en lien avec son large spectre d’action. Une alternative à son administration 

locale consiste à mettre au point un matériau contenant la molécule temporairement, pour ensuite la 

libérer progressivement au sein de l’organisme [79]. 

Une autre solution possible pour fournir au matériau ses nouvelles propriétés consiste à 

incorporer des particules antibactériennes dans un revêtement connu pour ses propriétés bioactives 

comme par exemple l’incorporation de l’argent dans un revêtement d’hydroxyapatite [85]. Dans le 

même ordre d’idée, l’étude récente effectuée par Chatzistavrou et al. a démontré qu’un matériau 

composite obtenu par l’incorporation d’une céramique dopée avec des particules d’argent au sein 

d’une matrice extracellulaire induit la prolifération des cellules dentaires tout en ayant un effet 

antibactérien [86]. 

De plus, des monocouches sur substrat peuvent être employées en tant que vecteur 

d’antibiotiques comme par exemple les systèmes à base de phosphonates qui permettent de délivrer 

des agents antibactériens tels que les ions argent et du monoxyde d’azote NO (Figure I- 12) [72]. 

 

Figure I- 12 : Monocouches formées à base de phosphonates terminées par des fonctions thiolates d’argent (A) et de 
diazoniumdiolates (B)°(Guerrero, 2009). 

Le chitosane peut être utilisé à la fois comme vecteur d’antibiotiques et comme composé 

biologiquement actif grâce à une fonction ammonium quaternaire. Ainsi, il peut être chargé puis 

incorporé par exemple, dans un polymère de type méthacrylate pour l’inhibition de la formation du 

biofilm bactérien [87]. Par ailleurs, il peut également être employé comme vecteur d’antimicrobiens 

(tétracycline). L’utilisation de ce biopolymère dégradable permet de lutter efficacement contre les 

infections tout en étant biocompatible en présence d’ostéoblastes et de fibroblastes [79]. Le chitosane 

étant le biopolymère retenu dans ce projet, une partie sera entièrement consacrée à ce composé et à ces 

propriétés (partie III). 
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II.4 Surfaces couplant propriétés antiadhésives et antimicrobiennes 

A coté des surfaces qui ne sont que antiadhésives ou antimicrobiennes, il est possible de 

préparer, selon différentes procédés, des surfaces mixtes couplant ces deux propriétés. Par exemple, 

l’utilisation de films en multicouche construits par empilement des deux polysaccharides, l’héparine et 

le chitosane, permet non seulement de réduire l’adhésion bactérienne mais également de détruire les 

bactéries adhérées à la surface [88]. Par ailleurs, l’emploi de nanoparticules telles que les 

nanoparticules d’oxyde de zinc (ZnO) contenu dans les systèmes de libération de composés confère au 

biomatériau des propriétés antiadhésives et antimicrobiennes [89, 90]. L’emploi de peptides 

synthétiques antimicrobiens et antiadhésifs apparait également comme l’une des solutions les plus 

pertinentes. En effet, plusieurs études ont clairement mis en évidence la double propriété de ces 

revêtements déposés en multicouches [91-93]. 

Cependant, en raison du risque de développement d’une résistance des bactéries vis-à vis des 

agents antibactériens libérés dans le milieu, la commercialisation d’un implant revêtu par un procédé 

contenant des antibiotiques ne peut pas être envisagée [63]. Par ailleurs, la conception d’un revêtement 

antimicrobien qui conserve la biocompatibilité du matériau initial est un vrai challenge. En effet, toute 

la difficulté dans l’élaboration de tels revêtements est d’éliminer le problème des bactéries, en inhibant 

leur adhésion ou en les tuant une fois adhérées, tout en permettant l’adhésion et la prolifération des 

cellules (fibroblastes et ostéoblastes dans la cavité orale). 

Parmi les diverses solutions évoquées tout au long de cette partie pour lutter contre les 

complications infectieuses, nous avons choisi de développer au cours de ce projet un revêtement 

bioactif sur substrat de titane en employant le chitosane pour conférer au matériau les propriétés 

antibactériennes souhaitées. 

III. Le chitosane (CS) 

III.1 Origine du biopolymère 

Le chitosane (CS) est un polysaccharide constitué d’unités N-acétyl-D-glucosamine et D-

glucosamine liées en position β 1-4, dérivé de la chitine, elle-même, un copolymère composé 

principalement d’unités N-acétyl-D-glucosamine. La chitine est le deuxième polysaccharide le plus 

abondant dans la nature après la cellulose. On trouve la chitine chez les insectes, les arachnides, les 

animaux marins au niveau de l’exosquelette des crustacés et dans certains champignons et 

microorganismes [94]. Pour le cas plus spécifique des champignons de Paris, la chitine peut être 

trouvée dans l’Agaricus bisporus [95, 96]. 
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Figure I- 13 : Structure chimique du chitosane utilisé dans les applications médicales. 

La chitine et le chitosane sont tous deux caractérisés par la fraction des groupements N-

acétamide résiduels qui correspond au degré d’acétylation noté DA. Pour le chitosane, on parle aussi 

du degré de désacétylation, noté DD, dans le cas où une partie des groupements N-acétamide est 

retirée du polymère. Ce sont d’ailleurs les valeurs de DA et DD qui permettent de savoir si l’on parle 

de chitosane ou de chitine. En effet, le mot chitine est employé lorsque le biopolymère étudié présente 

un DA supérieur à 50 %. Par définition, la structure idéale du chitosane est composée uniquement de 

monomères D-glucosamine reliés entre eux par une liaison glycosidique (1 4). Néanmoins, en raison 

notamment des conditions de production à l’échelle industrielle, la structure du chitosane obtenue sera 

en réalité un copolymère avec une distribution aléatoire des unités glucosamines acétylées ou non 

(Figure I- 13). Ainsi, le terme de chitosane sera donné à tout copolymère dont la valeur limite de DA 

est inférieur à 50 % [95, 97-99]. En outre, la condition essentielle pour distinguer le chitosane de la 

chitine est la solubilité du composé dans des solutions aqueuses en milieu acide dilué [100, 101]. En 

effet, il est connu que la chitine est insoluble dans des solutions aqueuses acides au contraire du 

chitosane.  

Le CS est caractérisé par une masse molaire moyenne en poids (Mw), une polydispersité 

(Mw/Mn) et un taux de cristallinité. Du point de vue physico-chimique, tous ces paramètres auront 

une influence importante sur sa solubilité et donc sur sa viscosité en solution [101]. 

III.2 Méthodes d’élaboration du chitosane 

En raison de l’absence de source exploitable de chitosane, la production est obtenue uniquement 

par traitement de la chitine. Il existe plusieurs méthodes de synthèse du chitosane, toutes basées sur les 

mêmes étapes principales; une phase de déprotéination suivie d’une phase de déminéralisation du 

matériau initial (chitine) avant une décoloration du composé par oxydation. La dernière étape qui 

correspond à la réaction de désacétylation contrôlée de la chitine par la soude est schématisée sur la 

Figure I- 14.  
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Figure I- 14 : réaction de désacétylation de la chitine en chitosane via l’emploi de soude. 

Il est important de noter qu’en fonction de l’origine de la chitine, la méthode d’extraction du 

chitosane varie et donc les produits obtenus seront quelques peu différents. Par ailleurs, le chitosane 

peut également être observé dans la nature. Il est obtenu via une réaction enzymatique à partir de la 

chitine dans les champignons [102]. En fonction des conditions de désacétylation, le chitosane peut 

présenter un DA, une masse molaire et une cristallinité pouvant varier. La modification de ces 

paramètres engendre alors des modifications des propriétés physico-chimiques et biologiques du CS 

[103]. Par exemple, ils peuvent avoir une influence importante sur les conditions de dissolution du 

composé qui, insoluble dans la plupart des solvants, nécessite l’utilisation d’une solution aqueuse 

acidifiée (pH<6,5). 

Le chitosane présentant des fonctions différentes (alcool, amine, acétyle) sur les cycles 

glucosidiques, il est alors possible de préparer de nombreux dérivés du chitosane par modification 

chimique, dans le but, par exemple, d’améliorer son greffage sur une surface ou de modifier ces 

propriétés physico-chimiques (solubilité, cristallinité, capacité à chélater des ions métalliques) [104-

107]. 

III.3 Propriétés du chitosane 

Le chitosane est connu depuis longtemps pour être un polymère biocompatible, non toxique, 

biodégradable et antibactérien [96, 108]. Ces propriétés font, donc, de lui un candidat de choix dans la 

mise au point de biomatériaux. Comme évoqué précédemment, en fonction de ses caractéristiques 

physiques (DA, Mw, caractère hydrophile/hydrophobe, cristallinité), de sa méthode de production 

ainsi que de son origine, le CS peut présenter différentes propriétés physico-chimiques mais également 

différentes réponses cellulaires ou activités antibactériennes [109]. Dans la littérature il a été montré 

qu’en fonction de la mise en forme du chitosane (fibres électrofilées, films, éponges, nanoparticules), 

le mode d’action du chitosane sur les bactéries peut varier [110]. Si les paramètres déjà cités jouent un 

rôle prépondérant sur la réponse biologique du chitosane, elle dépend également fortement de facteurs 

environnementaux tels que le type de bactéries (gram – ou gram +), la force ionique, le pH, la 

température et le temps de mise en contact [111, 112]. Le chitosane permet également une diminution 

de l’adhésion bactérienne et de la viabilité du biofilm [113]. Selon l’étude d’Ikinci et al , l’effet 

antibactérien du chitosane a été mis en évidence sur une bactérie gingivale la P. gingivalis [114]. 
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Il existe plusieurs mécanismes d’actions du chitosane envers les bactéries. L’un des mécanismes 

généralement admis par l’ensemble de la communauté scientifique consiste en l’interaction entre le 

chitosane chargé positivement (NH3
+) et la surface des bactéries chargées négativement, entrainant 

ainsi une altération de la paroi bactérienne, une perte des composés intracellulaires et finalement la 

mort des bactéries [115-118]. Selon l’étude de Rabea et al. portant sur le mode d’action de différents 

types de chitosane, il a été montré qu’une faible concentration en chitosane (0.2 mg/L) entraine un 

agglutinement des bactéries alors qu’à l’inverse une forte concentration provoque la non adhésion des 

bactéries qui vont ainsi rester en suspension [118]. Par ailleurs, le pouvoir chélatant du chitosane lui 

permettrait de se lier aux métaux et d’inhiber la production d’agents antimicrobiens en modifiant 

notamment la perméabilité de la membrane des bactéries avec une dépolarisation de celle-ci mais 

également en se liant à l’ADN et empêcher ainsi l’expression des protéines [118-120]. 

Par ailleurs, l’utilisation ou non de dérivés du chitosane joue également un rôle dans la réponse 

à l’inflammation. En effet, il a été montré que certains dérivés du chitosane tels que les dérivés 

fonctionnalisés par un ammonium quaternaire ou un groupement carboxyle possèdent une activité 

antibactérienne supérieure à celle du chitosane seul [121, 122]. 

Les domaines d’application du chitosane sont très variés allant de la dépollution de l’eau à la 

cicatrisation des grands brulés [123, 124], en passant par la cosmétique, le tanage du vin, la production 

de films alimentaires ou encore la diététique (aide au régime alimentaire) [95, 97, 106, 125]… 

IV. Mode de dépôt du chitosane sur substrat 

Pour rappel, l’objectif du projet est de proposer un revêtement de chitosane. Dans ce contexte, la 

partie suivante décrit l’ensemble des techniques reportée de la littérature permettant de produire un 

film de chitosane. 

IV.1 Dépôt de CS sous forme d’une monocouche ou d’une multicouche 
sans agent de couplage 

La voie de dépôt la plus facile à mettre en œuvre est la méthode dite de « solvant casting » qui 

consiste en l’évaporation de l’excès de solvant à température ambiante à partir d’une solution de 

chitosane déposée sur le substrat désiré [126]. 

Une autre solution est la méthode d’auto-assemblage couche par couche, qui est une technique 

largement employée dans la littérature. Elle est basée sur l’adsorption consécutive de polyanions et de 

polycations via des interactions électrostatiques. Comme le chitosane est un polymère polycationique, 

il est nécessaire d’utiliser des polyanions afin de former ces assemblages multicouches. Des systèmes 

multiples peuvent être préparés par empilement d’autres polysaccharides tels que l’acide hyaluronique, 
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la cellulose, la pectine, la méthylcellulose, l’amidon, l’héparine, les alginates ou encore l’acide 

polylactique [95, 127]. Afin d’augmenter la stabilité de la multicouche sur une surface solide, il est 

envisageable de modifier l’un des polymères utilisés pour élaborer la multicouche. Dans l’étude de 

Zhang et al., les auteurs ont ainsi fonctionnalisé l’acide hyaluronique (AH) par la dopamine via la 

formation d’une liaison peptidique entre les deux composés. Ce dérivé d’AH est ainsi  greffé de 

manière covalente à la surface de titane et sera suivi par le dépôt successif de chitosane et du dérivé 

d’acide hyaluronique, ainsi de suite jusqu’à obtenir l’épaisseur désirée. Les résultats ont prouvé une 

augmentation de la croissance des ostéoblastes en présence de ce revêtement [128]. Une autre solution 

pour améliorer l’adhérence du dépôt à la surface, consiste à activer le substrat avant dépôt des 

polysaccharides. Ce prétraitement consiste par exemple, en l’utilisation d’un polymère de type 

polyéthylénime pour amorcer le dépôt [129, 130]. 

Une autre solution peut être employée, dans le cas d’un revêtement épais, il s’agit du dépôt de 

multicouches par électrodéposition [131, 132]. Dans l’étude de Jiang et al., cette méthode permet de 

produire des surfaces de plusieurs microns, macroporeuses avec des tailles de pores allant de 50 à 200 

μm, résistantes aux contraintes mécaniques et permettant l’augmentation de la prolifération des 

ostéoblastes (Figure I- 15) [132]. 

 

Figure I- 15 : Représentation schématique de l’électrodéposition du chitosane seul (A) et du mélange 
chitosane/gélatine (Jiang, 2010). 

Enfin, une étude effectuée par Jun et al. a montré que l’élaboration d’un revêtement hybride de 

type sol-gel /chitosane sur substrat de titane permet d’induire une précipitation rapide d’apatite dans 

un milieu physiologique (SBF) et donc une biocompatibilité satisfaisante en présence d’ostéoblastes 

[133]. 
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IV.2 Utilisation d’un agent de couplage 

IV.2.1 Greffage via des groupements catéchol 

Une des méthodes couramment utilisée pour greffer de manière covalente le chitosane et 

d’autres biomolécules sur un substrat de titane via un catéchol est l’utilisation du système dopamine- 

glutaraldehyde (GA) [134-136]. L’ajout de la dopamine, molécule appartenant à la famille des 

catécholamines, sur un substrat apporte des groupements -NH2. Ces fonctions amine peuvent ensuite 

réagir  avec les groupements aldéhyde du GA pour former une liaison imine. En position terminale, un 

second groupement aldéhyde pourra réagir avec les groupements amine du chitosane et fixer ainsi le 

biopolymère à la surface via une liaison imine (Figure I- 16). Il est à noter que la dopamine peut être 

employée en tant qu’agent de couplage sans nécessairement l’ajout du glutaraldehyde, comme par 

exemple dans le cas d’un dépôt d’acide hyaluronique fonctionnalisé avec la dopamine [128]. Un 

dérivé carboxyle du chitosane peut également être greffé via une liaison covalente sur substrat de 

titane avec l’emploi de la dopamine uniquement [137]. 

 

Figure I- 16 : Schéma illustrant l’immobilisation du chitosane via le système dopamine-glutaraldéhyde (Shi, 2008). 

D’une manière générale, l’utilisation d’un groupement catéchol peut permettre la fixation du 

chitosane non modifié (Figure I- 17) ; sous certaines conditions, il peut également permettre la 

fonctionnalisation du biopolymère [138, 139]. 
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Figure I- 17 : Schéma illustrant le greffage sur titane du chitosane via des catéchols (Marie, 2012). 

IV.2.2 Fixation du chitosane via l’emploi d’un silane 

Une autre approche pour greffer de manière covalente le chitosane est d’utiliser un silane 

comme agent de couplage. Les silanes sont d’une manière générale, fortement utilisés dans les études 

de bio fonctionnalisation de surfaces implantaires [140]. Différents types d’organosilane peuvent être 

utilisés afin de greffer le chitosane sur différents substrats (Figure I- 18) tel que le titane ou ses 

alliages. 

 

Figure I- 18 : Représentation schématique du greffage covalent du chitosane sur substrat de titane via un silane. 

Parmi les différents silanes existants, l’utilisation d’un organosilane fonctionnalisé par un 

groupement aldéhyde : le TriEthoxySilylButyrAldehyde (TESBA) permet de fixer le chitosane via une 

liaison imine. La biocompatibilité et la conservation des propriétés antibactériennes de ce revêtement 

ont déjà été prouvées dans de précédentes études [141, 142].  

Un silane avec une fonction anhydride peut également être employé afin de fixer le chitosane 

via une liaison peptidique. Il s’agit du TriEthoxySilylPropylSuccinic Anhydride (TESPSA). Une 

récente étude au laboratoire a permis de montrer la résistance de ce revêtement dans un milieu acide 

ainsi que sa biocompatibilité en présence de cellules humaines gingivales [143]. 

Un autre amino-silane, le 3-AminoPropylTriEthoxySilane (APTES) peut aussi être utilisé afin 

de greffer le chitosane. Ce silane est bien connu et souvent employé comme agent de couplage dans 

les applications médicales [6]. Il peut être associé au glutaraldehyde et lie le chitosane via une liaison 

imine [105, 144]. Le silane peut également être associé à un anhydride tel que l’anhydride succinique 
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pour greffer le chitosane sur une surface (ici par exemple du textile) via une liaison peptidique [145]. 

Dans certaines études, le greffage du chitosane peut être catalysé par l’emploi de composés de type 

carbodiimide. Ces composés sont notamment utilisés lors du greffage du chitosane par formation 

d’une liaison peptide. Ces catalyseurs sont essentiellement utilisés en biochimie lors de la mise au 

point de polypeptide [146, 147]. L’APTES peut ainsi être associé à un système EDC/NHS afin de 

former la liaison peptidique [148]. 

Un récapitulatif de l’ensemble des silanes les plus couramment employés pour greffer de 

façon covalente le chitosane au substrat est proposé dans le Tableau I- 1. 

Tableau I- 1 : Récapitulatif des différents silanes utilisés afin de greffer le chitosane à un substrat. 

Organosilane  Groupe fonctionnel Type de liaison  Tests 

TESBA aldéhyde imine 

Biocompatibilité en présence de cellules 
embryonnaire de souris NiH3T3, 

Antibactérien en présence de P. 
gingivalis, A. naeslundii, 

Résistance mécanique [142]. 

TESPSA anhydride peptidique 

 Biocompatibilité en présence de NiH3T3, 

 Résistance en milieu salivaire acidifié 
[143]. 

APTES amine 

imine 

(association avec le 
glutaraldéhyde) 

 Propriété antimicrobienne conservé, 

 Couplage possible avec un antibiotique 
[144]. 

peptidique 

 Catalyse de la réaction via le système 
EDC/NHS [148], 

 Utilisation de l’anhydride succinique 
[145]. 

 

Il est à noter que d’autres silanes peuvent être utilisés pour greffer de manière covalente un 

polysaccharide sur une surface de titane, tel qu’un silane chloré pour greffer un polysaccharide sulfaté 

couplé à une catalyse de type NHS/EDC [70], ou le 3-chloropropyl-(triethoxy)silane (CPTES) qui est 

employé pour fixer d’autres composés tels que le collagène ou le poly(éthylène imine) [149]. 

On peut également noter que d’autres agents de couplage, autre que les organosilanes, peuvent 

être également utilisés pour greffer le chitosane. Les phosphonates par exemple, pour l’instant utilisés 
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seulement dans la synthèse de dérivés de chitosane, pourraient être employés comme agents de 

couplage permettant de fixer le chitosane à un substrat [150]. 

V. Stérilisation des matériaux 

V.1 Généralités 

Dans le cas d’un dispositif médical, une stérilisation se définit généralement par une probabilité 

théorique de présence d’un micro-organisme viable sur ce même dispositif inférieure ou égale à 1 pour 

106 « colony forming unit » (CFU/mL). Plusieurs normes de référence ont été établies afin de mettre 

en place un système de contrôle strict de la stérilisation de ces dispositifs. Il existe un nombre très 

important de techniques de stérilisation. Dans cette dernière partie du chapitre I, seules les méthodes 

classiquement utilisées et validées pour la stérilisation de dispositifs implantables ou utilisées au 

laboratoire seront présentées. 

V.2 Stérilisation par UV 

Cette méthode de stérilisation est largement employée dans tous les laboratoires de recherche 

car elle représente un intérêt considérable en termes de gain économique, de bénéfice en temps et de 

facilité de mise en œuvre. Son principal inconvénient, de taille, est que cette méthode n’est pas 

antifongique, c’est à dire qu’elle ne permet pas de tuer tous les germes. Elle consiste à placer 

l’échantillon à stériliser sous une lampe UV à 254 nm à une distance de 8 cm pendant 20 minutes (de 

chaque côté), les UV détruisant les bactéries présentes en surface. 

Dans la suite de notre projet, certains des échantillons étudiés seront stérilisés en UV afin de 

réaliser un pré-test lors de tests de biocompatibilité. Cependant, cette méthode ne pourra pas être 

retenue dans le cadre de la mise sur le marché d’un dispositif médical. 

V.3 Stérilisation par autoclave 

Ce mode de stérilisation est actuellement le plus utilisé en milieu hospitalier pour la stérilisation 

des instruments chirurgicaux, textiles (ISO 17665-1), pansements, verrerie, caoutchouc et certains 

plastiques. C’est un procédé de référence pour la stérilisation en raison notamment de sa facilité de la 

mise en œuvre, de son faible coût et de sa non toxicité envers l’environnement. Le principe repose sur 

l’utilisation de la vapeur d’eau saturée sous pression comme stérilisant. En effet, sous l’effet de la 

chaleur et de l’humidité, il y a une destruction des contaminants par coagulation et dénaturation 

protéique par hydrolyse. L’efficacité de cette stérilisation dépend donc des paramètres de stérilisation 

comme la durée du cycle, le couple température /pression et le pourcentage d’humidité. 
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Le contrôle de l’efficacité de la stérilisation peut se réaliser selon deux méthodes : 

- par un test de Bowie-Dick, qui permet de vérifier l’absence d’air ou de fuite dans le 

stérilisateur, 

- en utilisant des indicateurs de passage, qui permettent de suivre l’efficacité de la stérilisation 

par l’observation d’indicateurs colorés pour une stérilisation optimale. 

Ce type de stérilisation ne convient pas aux matériaux thermosensibles ou hydrosensibles. Elle 

n’est donc applicable qu’aux matériaux polymères résistants aux hautes températures. 

V.4 Stérilisation par ionisation 

La stérilisation par ionisation convient aux matériaux thermosensibles. Ces méthodes de 

stérilisation sont largement employées à l’échelle industrielle. Les paramètres clés sont l’activité de la 

source et le temps d’exposition. Elle peut se diviser en deux catégories, la stérilisation béta et la 

stérilisation gamma. 

V.4.1 Stérilisation par irradiation béta (β) 

Cette méthode de stérilisation est employée en laboratoire pour stériliser certains matériaux, 

néanmoins en raison de la forte dégradation des matériaux, elle n’est quasiment pas utilisée pour la 

stérilisation de dispositifs médicaux. 

V.4.2 Stérilisation par rayons gamma (γ) 

La stérilisation gamma (ISO 11137-1) est couramment utilisée dans le milieu médical mais 

également alimentaire. Lors de cette stérilisation un rayonnement émis par le Cobalt 60 de synthèse 

entraîne la destruction  à la fois de l’ADN et de l’ARN des agents pathogènes, empêchant ainsi à la 

fois leur réplication et l’expression des gènes. La radiostérilisation du matériel médico-chirurgical par 

rayonnement gamma est réalisé avec une dose de l'ordre de 25 kGy et peut s’effectuer sur le matériel 

déjà placé dans son emballage définitif (sachet de type PA/PE) [151]. 

A coté de ces avantages, cette méthode présente tout de même quelques inconvénients liés au 

fait que certains composés peuvent être endommagés par le rayonnement gamma et que les structures 

chimiques peuvent ainsi être modifiées. Il est alors possible d’envisager une diminution de la 

puissance du rayonnement (entre 10 et 25 kGy), mais dans ces conditions, l’assurance de la 

destruction totale des germes pathogènes n’est pas clairement définie.  
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V.5 Stérilisation par traitement chimique 

V.5.1 Stérilisation par exposition à l’oxyde d’éthylène 

La stérilisation des dispositifs médicaux à l’oxyde d’éthylène est possible en suivant les 

recommandations de la norme ISO 11135-2. L’oxyde d’éthylène est un éther cyclique, gazeux à 

pression atmosphérique et à température ambiante. L’action stérilisante de ce composé est due à son 

pouvoir « alkylant » vis-à-vis des groupements amines des acides nucléiques des microorganismes par 

l’ouverture de son cycle, ce qui lui permet aussi de participer aux réactions d’hydroxy-éthylation qui 

favorise son action (alkylation des protéines). L’échantillon à stériliser est placé dans une atmosphère 

humide saturé en oxyde d’éthylène (400-1000 mg/L) pendant 4 à 10 h à une température de 50-60°C 

[152]. La fixation irréversible de l’oxyde d’éthylène sur les protéines, les enzymes et les acides 

nucléiques entraîne une destruction cellulaire. L’inconvénient de ce procédé est qu’il est toujours 

délicat d’avoir l’assurance d’une élimination totale du composé après la stérilisation, l’oxyde 

d’éthylène étant un gaz toxique pour l’homme (cancérigène et mutagène). Par ailleurs, les dérivés de 

l’oxyde d’éthylène potentiellement présents en surface tels que le chlorure d’éthylène et l’éthylène 

glycol sont également des résidus toxiques. Une désorption de l’oxyde d’éthylène et de ses résidus des 

surfaces stérilisées est nécessaire avant la mise sur le marché des dispositifs médicaux [153]. Les 

limites admissibles des résidus d’oxyde d’éthylène pour des dispositifs médicaux ont été fixées dans la 

norme Internationale ISO 10993-7 partie : évaluation biologique de dispositifs médicaux-résidus de 

stérilisation à l’oxyde d’éthylène [154]. 

V.5.2 Stérilisation par plasma 

V.5.2.1 Principe 

Les plasmas froids sont induits en soumettant un gaz (ou un mélange gazeux) à un champ 

électrique en opérant, soit à pression atmosphérique, soit à des pressions réduites de l’ordre de 10-1 

millibars.  Ils ont la particularité de générer un rayonnement UV et des espèces d’oxygènes réactives 

(ROS et RNS pour Reactive Oxygen Species et Reactive Nitrogen Species) qui vont détruire les 

agents pathogènes. Le champ électromagnétique utilisé ici active un gaz ou mélange de gaz. A 

l’échelle industrielle, l’utilisation de la technique du plasma froid est uniquement employé pour 

enlever les déchets toxiques suite à la fixation de H2O2 ; il n’y a pas d’action biocide pendant la phase 

plasma (Sterrad, Plazlyte avec de l’acide péracétique au lieu de l’eau oxygéné). 

V.5.2.2 Cas de la stérilisation CO2 supercritique 

La stérilisation CO2 supercritique est une technique particulière de la stérilisation par plasma, 

permettant de stériliser les liquides et les matériaux solides. Les conditions opératoires à température 

et pression modérées permettent d’éliminer un grand nombre de bactéries via une acidification de 

l’environnement de la bactérie [155]. Le principe de cette méthode consiste à porter le CO2 à une 
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température et une pression supérieure à 31 °C et 74 bars afin de l’amener dans le domaine critique. 

On peut moduler ces effets en réglant certains paramètres tels que la température, le temps et 

l’alternance de pressurisation et de dépressurisation [156]. A l’heure actuelle, cette technique n’est pas 

disponible commercialement en raison notamment de l’addition nécessaire d’acide péracétique ou de 

péroxyde d’hydrogène. Cependant, celle-ci a été utilisée dans le cadre de ce travail car l’un des 

objectifs du projet RIBIO était de mettre au point une méthode de stérilisation par CO2 supercritique 

efficace et non destructive des biomatériaux préparés. 

V.6 Cas particulier de la stérilisation des dispositifs médicaux à base de 
polymère dont le CS 

D’une façon générale, la stérilisation de matériaux biocompatibles peut entrainer, dans certains 

cas, un changement de ses propriétés de surface et ainsi modifier ses propriétés mécaniques ou 

chimiques. Ceci est d’autant plus vrai que le biomatériau stérilisé incorpore un polysaccharide [157]. 

En effet, selon l’étude de Sionkowska et al. l’irradiation par UV entraine des modifications des 

propriétés mécaniques d’un matériau constitué en partie de chitosane [158]. 

Par ailleurs, Politzer et al. montrent que l’oxyde d’éthylène peut entraîner la dépolymérisation 

des chaines de chitosane par réaction du gaz avec les groupements amine de ce dernier [159]. 

Cependant, même si le chitosane est modifié suite à la stérilisation, d’autres études montrent que la 

stérilisation par exposition à l’oxyde d’éthylène (ETO) peut être employée pour stériliser les 

échantillons de titane revêtus avec du chitosane sans impact sur leur biocompatibilité [79, 160]. Une 

étude a par ailleurs prouvé que la stérilisation ETO ne modifie pas les propriétés mécaniques, la 

morphologie et la cytotoxicité de films de chitosane, contrairement à la stérilisation gamma [161]. 

Toujours dans cette étude, la méthode antiseptique (lavage alcool 70%) n’entraine pas de modification 

des caractéristiques et propriétés des films de chitosane, bien que celle-ci ne soit pas applicable dans le 

cadre d’une industrialisation. 

Dans l’étude récente menée par Zankovych et al., la stérilisation par chaleur humide de 

multicouche de chitosane-acide hyaluronique sur alliage de titane ne modifie en rien leurs propriétés in 

vivo [162]. 

De la même manière, la stérilisation gamma représente selon l’étude de Li et al. une solution 

efficace pour ne pas dégrader les propriétés du film à base de chitosane, lorsque ce dernier est couplé 

avec un autre polysaccharide tel que le konjac glucomannane [163]. Néanmoins, les rayons gamma 

peuvent avoir un impact sur la rupture des chaines du polymère et sur sa vitesse de dégradation. De 

plus, en fonction des caractéristiques du chitosane (masse molaire) et de sa mise en forme (solide ou 

en solution), la vitesse de dégradation observée est différente [164]. D’après Taskin et al. le degré de 

désacétylation du chitosane module également l’effet de la stérilisation gamma sur le polymère à l’état 
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solide [165]. En effet, plus le degré de désacétylation diminue, plus l’effet de l’irradiation sur le 

chitosane solide est marqué. 

La mise en forme du biopolymère s’avère donc essentielle dans la résistance du biomatériau à la 

stérilisation. Comme le montre l’étude de Juan et al., les hydrogels à base de chitosane ainsi que les 

« flocons » de chitosane dispersés dans de l’eau distillée ne sont pas modifiés par la stérilisation 

autoclave alors que celle-ci entraine une importante dégradation du polymère (dépolymérisation) 

lorsqu’il est en solution [166]. 

 

 

 

En conclusion, l’utilisation d’un revêtement implantaire à base de chitosane parait être une 

solution prometteuse mais il reste à vérifier si un tel dispositif remplit le cahier des charges attendu 

pour un implant dentaire et si les verrous peuvent être levés (tels que ceux de la stérilisation et de la 

résistance en milieu acide). 
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Ce premier chapitre expérimental est composé de deux parties. La première présente les 

matériaux utilisés pour le projet (substrat et chitosane) ainsi que les différentes voies de synthèse 

envisagées pour greffer de façon covalente le polymère au substrat métallique. Dans un deuxième 

temps, toutes les étapes intervenant dans le greffage pour différents couples « substrat/voie de 

greffage) ont été caractérisées par des techniques d’analyse fines de surface. 

I. Les substrats utilisés 

En lien avec le contexte applicatif de ce projet, les substrats utilisés tout au long de ce travail 

ont été fournis par Global D, industriel leader du consortium. Il s’agit de substrat en titane (T40) et 

alliage de titane (TA6V) de différentes formes et surtout présentant différents états de surface en 

relation directe avec les biomatériaux utilisés en production. En effet, en fonction des applications 

visées, il existe différents traitements de surface [1]. Le détail des procédés de polissage, brillantage 

et anodisation utilisés sur les substrats est donné en annexe A1.  

Les caractéristiques des matériaux fournis, en termes de composition, format et traitement de 

surface sont reportés dans le Tableau II- 1. 

Tableau II- 1 : Description des substrats utilisés au cours du projet 

 Nature du substrat Format des 
substrats Traitement de surface 

Ti Titane commercial pur de grade 2 (T40) pastille Ø 18 mm - 

TA6V Alliage de titane Ti 6Al 4V (TA6V) pastille Ø 18 mm - 

TA6V poli Alliage de titane Ti 6Al 4V (TA6V) pastille Ø 18 mm Polissage de la surface 

TA6V anod Alliage de titane Ti 6Al 4V (TA6V) pastille Ø 18 mm Anodisation de la surface 

TA6V brill Alliage de titane Ti 6Al 4V (TA6V) 
pastille Ø 18 mm 

plaque 5*5cm 

Polissage de la surface par 
brillantage 

 

Si les compositions chimiques sont bien définies par l’industriel, la morphologie des 

substrats, en fonction du traitement de surface appliqué, n’est pas bien connue. Dans ce contexte, 

une caractérisation précise de nos matériaux s’avère indispensable pour, d’une part, comprendre les 
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phénomènes d’adhésion entre substrat et revêtement, et d’autre part, pour expliquer, l’adhésion 

cellulaire et les propriétés antibactériennes des futurs revêtements. 

Afin d’éviter toute redondance, les analyses chimiques par XPS et ToF-SIMS des différentes 

surfaces seront développées dans la partie IV de ce chapitre « étude des couples substrat/greffage » 

car les résultats servent de référence à la compréhension des différentes étapes de préparation des 

revêtements à base de chitosane. 

Différentes méthodes ont été utilisées dans ce travail pour réaliser ces caractérisations. La 

plupart de ces méthodes sont aussi celles utilisées dans l’article d’Ehrenfest et al. qui propose 

plusieurs techniques de caractérisation de surface afin de produire une fiche technique décrivant 

précisément des implants commerciaux en termes de chimie et de morphologie de surface [2]. 

Ainsi, les auteurs utilisent des techniques d’analyse de chimie de surface telles que la spectrométrie 

de photoélectrons induits par rayons X (X-ray Photoelectron Spectroscopy XPS) et la spectroscopie 

d’électrons Auger ainsi que des analyses de morphologie de surface telles que la Microscopie 

Electronique à Balayage (MEB) et la profilométrie optique.  

Dans cette partie, des efforts ont donc été consentis pour caractériser assez finement la chimie 

et la morphologie des différentes surfaces reportées dans le Tableau II- 1. 
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I.1 Etudes morphologiques et topographiques des substrats 

I.1.1 Observations des surfaces par Microscopie Electronique à 
Balayage (MEB) 

Des images de microscopie électronique à balayage (MEB, cf principe et conditions 

d’observation en annexe A3) ont été enregistrées sur les quatre échantillons de TA6V (sans 

traitement, poli, brillanté et anodisé) (Figure II- 1). Sur chacune des images présentées, une photo 

macroscopique de l’échantillon correspondant a été insérée. 

 
Figure II- 1 : Images MEB en mode électrons secondaires des échantillons TA6V (A), TA6V poli (B), TA6V anod (C) et 

TA6V brill (D). 

Les clichés réalisés mettent en évidence une différence de morphologie très importante pour 

tous les échantillons. La surface TA6V non traitée présente des sillons marqués dont la largeur peut 

atteindre plusieurs microns (Figure II- 1 A). Il s’agit vraisemblablement des traces d’usinage et 

d’ébavurage. En comparaison, la surface TA6V poli apparait beaucoup plus lisse, avec quelques traces 

résiduelles dues au polissage de la pastille (Figure II- 1 B). La surface préparée par brillantage (TA6V 

brill), est globalement peu marquée et très lisse en dehors des sillons dus à l’usinage. Le brillantage 

tend à lisser la surface mais il n’est pas suffisant pour aplanir totalement les défauts les plus 

marqués (sillons d’usinage) (Figure II- 1 D). La surface anodisée, quant à elle, présente une 

morphologie très différente. Les sillons d’usinage ne sont plus visibles. Par contre, il apparaît une 

structuration de surface à l’échelle microscopique. Cette structuration (due à l’épaisseur de la 

couche de TiO2 en surface) provoque d’ailleurs des interférences de la lumière et donne une 

coloration verte à la pastille (Figure II- 1 C). 
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Remarque : Les deux surfaces de titane commercialement pur (T40) et d’alliage de titane 

(TA6V) présentent des morphologies identiques. Il a donc été choisi de ne présenter que celle de TA6V. 

I.1.1.1 Cas particulier des échantillons TA6V brill 

- Comparaison des deux formats utilisés 

Certaines expériences, notamment lors de l’évaluation des propriétés antibactériennes des 

revêtements à base de chitosane (chapitre IV) nécessitent l’utilisation de surface de dimension 

spécifique de façon à satisfaire la norme sélectionnée. Dans ces conditions, les substrats de TA6V brill 

ont été fournis sous deux formats (pastille de Ø 18 mm et plaque carrée de 5x5cm2). Bien que ces 

formats soient qualifiés de surfaces brillantées, leur méthode de production (avant la dernière étape 

de brillantage) est différente et peut amener à des différences de morphologie. Les plaques carrées 

sont en effet produites par laminage à chaud d’alliage de titane. Une fois découpés, les échantillons 

sont ensuite brillantés (protocole de brillantage décrit en annexe A1). Les pastilles, quant à elles, 

sont obtenues à partir d’une tige métallique de 18 mm diamètre, en rotation constante et découpée à 

l’aide d’une pointe (d’où les marques d’usinage circulaires observées précédemment), puis traitées 

selon le protocole de brillantage. Les plaques et les pastilles TA6V brill ont été observées en MEB et 

comparées (Figure II- 2). 

 

Figure II- 2 : Images MEB en mode électrons secondaires des échantillons TA6V brill en format pastille (A) et en 
format plaque (B). 

L’analyse des clichés MEB montre que les deux échantillons présentent des morphologies 

très différentes. Sur la plaque de TA6V brill, des cavités en surface de quelques microns de côté 

peuvent être observées (Figure II- 2 B). La pastille TA6V brill, quant à elle, présente toujours une 

surface assez lisse (bien visible sur le grandissement en encart de l’image Figure II- 2 A) à coté des 

marques dues à son usinage sous rotation. A nouveau, ces constatations montrent que les 

morphologies sont très différentes et que des précautions devront être prises afin de vérifier que le 

procédé mis au point est transférable d’un format à l’autre. 
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- Analyse des deux lots de pastilles de TA6V brill 

L’ensemble du projet a nécessité un très grand nombre de substrats et nous avons dû travailler 

à partir de deux lots de pastilles d’alliage de titane brillantées (production par lot de 1000). La 

reproductibilité des surfaces a été analysée. Des échantillons de chaque lot après les étapes de 

découpe et de brillantage ont été caractérisés par Microscopie Optique (MO) et par MEB et 

comparés. Les images MO montrent une certaine similitude entre les deux lots de pastilles, avec 

notamment les sillons dus à l’usinage présents en surface des deux échantillons (Figure II- 3). 

 

Figure II- 3 : Images en microscopie optique des échantillons TA6V brill du premier (A) et du second lot (B). 

Les images obtenues en MEB sont présentées sur la Figure II- 4. 

 

Figure II- 4 : Images MEB en mode électrons secondaires des échantillons  
TA6V brill du premier (A) et du second lot (B). 

Bien que l’aspect macroscopique (en encart) semble assez proche, on peut voir sur les clichés 

MEB que les morphologies de surface sont bien différentes. En effet, les échantillons du premier lot 

présentent en surface des traces nettes d’usinage circulaires dues à la méthode de découpe des tiges 

(Figure II- 4 A). Le deuxième lot présente aussi des traces d’usinage mais ces dernières semblent 

moins profondes avec, en plus, de nombreuses rayures en surface (Figure II- 4 B). Ces différences 
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peuvent être expliquées par un changement de programme de découpe des échantillons avant l’étape 

finale de brillantage. 

Après discussion avec l’industriel qui nous fournit les échantillons, il a été décidé de mener 

les expériences avec les deux lots en les considérant comme similaires. Cette décision est basée sur 

le constat industriel suivant : en production, il n’est pas rare que les implants commercialisés ne 

soient pas toujours strictement identiques, les différences proviennent essentiellement des 

conditions de découpe des tiges d’alliage de titane (vitesse de découpe, usure de la pointe…) et des 

traitements de surface post découpe. Cependant, même dans ces conditions, aucune différence n’a 

été constatée au niveau de l’intégration des implants chez le patient. 

Remarque : Dans la suite de cette partie, seules les pastilles du 1er lot de pastille brillantée seront 

discutées dans cette étude. 

I.1.2 Topographie par mesure de la rugosité 

En plus de la morphologie de surface, il est essentiel de caractériser la rugosité des substrats. 

Cette dernière peut être exprimée en terme de rugosité arithmétique moyenne (Ra) et/ou de rugosité 

quadratique moyenne (Rq) (équation II.1 et II.2). 

 

yi : variation de la hauteur 

Dans le cas d’une surface, on parle de Sa (équivalent de Ra) et de Sq (équivalent de Rq). Il 

existe plusieurs techniques pour mesurer la rugosité d’une surface : par microscopie à force 

atomique (AFM), par profilomètrie de contact et par interférométrie. Dans ce projet, nous avons 

utilisé ces trois techniques pour caractériser au mieux les échantillons, chacune présentant des 

points forts et des points faibles, qui ont été discutés dans le cadre de la caractérisation des 

échantillons. 

I.1.2.1 Microscope à force atomique (AFM) 

Des mesures AFM (principe rappelé en annexe A3) ont été effectuées sur l’ensemble des 

substrats présentés dans le Tableau II- 1 après nettoyage aux ultrasons 10 min dans une solution 

d’éthanol/acétone (50/50). La Figure II- 5 illustre les topographies obtenues pour les substrats pour 

une taille d’image (94x94 μm2). 
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Figure II- 5 : Images AFM des substrats utilisés pour une taille d’image (94x94 μm2) avec TA6V brill (a) : pastille 
brillantée et TA6V brill

 (b) : plaque brillantée. 

On peut voir que les échantillons présentent des topographies assez différentes. Le traitement 

de ces images sous logiciel permet, alors, de quantifier les rugosités. Ainsi, le Tableau II- 2 

récapitule l’ensemble des valeurs (Sa et Sq) données pour deux tailles d’image (94x94 μm2 et 50x50 

μm2), celles obtenues avec des dimensions plus faibles étant moins représentatives de l’échantillon. 

Tableau II- 2 : Valeurs de rugosité (Sa et Sq) obtenues en AFM (94x94 μm2 et 50x50 μm2). 

 Sa (nm) Sq (nm) 

 94 x 94 μm2 50 x 50 μm2 94 x 94 μm2 50 x 50 μm2 

TA6V 143 109 193 152 

TA6V poli 14 13 21 17 

TA6V anod 240 185 310 229 

TA6V brill  27 17 54 35 

TA6V brill plaque 64 31 94 44 

A la lecture du tableau, on constate une diminution de la valeur de rugosité pour une taille 

d’image de 94x94 μm2 par rapport à une taille de 50x50 μm2. En effet, il est logique d’avoir une 

valeur de rugosité plus faible lorsque la taille de la surface analysée diminue (moins de défauts 
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présents par unité de surface). Par ailleurs, de par la méthode de calcul (équation II.1 et II.2), il est 

également logique que les valeurs de Sq soient supérieures à celles de Sa. 

En résumé, la surface anodisée présente ainsi la plus forte rugosité, suivie par l’échantillon 

brut et les échantillons brillantés (pastille et plaque confondues). Les valeurs de rugosité mesurées 

sur les surfaces brutes et anodisées sont du même ordre de grandeur que celles relevées dans la 

littérature [3]. La surface polie est celle qui présence les valeurs de Sq et Sa les plus faibles. Ces 

résultats sont bien en accord avec les observations de microscopie. 

Remarque :  

- En raison du temps de la mesure, seule une mesure a pu être effectuée sur chaque échantillon 

d’où l’absence d’écart type.  

- L’inconvénient de cette technique est que la surface maximale pouvant être analysée est 

relativement faible (94x94μm2). Elle ne convient donc pas pour l’analyse de surfaces 

accidentées comme par exemple pour les échantillons TA6V brill. 

I.1.2.2 Profilomètrie 3D  

Il existe globalement deux techniques pour réaliser le profil 3D d’une surface : la 

profilomètrie de contact ou à pointe et la profilomètrie optique, également appelée interférométrie. 

- Profilomètre de contact  

Après nettoyage, l’ensemble des substrats est caractérisé par profilomètrie à pointe. Le 

principe de cette technique est rappelé en annexe A3. La Figure II- 6 présente les images 3D de la 

surface des substrats mesurées via cette technique. 

Figure II- 6 : Image 3D des substrats utilisés pour une taille d’image (3x3 mm2) avec TA6V brill (a) : pastille brillantée 
et TA6V brill

 (b) : plaque brillantée. 
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Le Tableau II- 3 récapitule les valeurs de rugosité (Sa et Sq) mesurées sur les échantillons, 

données pour une taille d’image de 3x3 mm2. Comme pour l’analyse en AFM, une seule mesure a 

été effectuée sur chaque échantillon d’où l’absence d’écart type. 

Tableau II- 3 : Valeurs de rugosité (Sa et Sq) obtenues en profilomètrie 3D à pointe 

 

 

 

 

 

A la lecture du tableau, on remarque que la surface anodisée présente la plus forte rugosité 

suivie par les échantillons brillantés et brut, qui présentent des valeurs équivalentes. La surface polie 

étant celle où les valeurs de Sa et Sq sont les plus faibles. Il est intéressant de noter que les valeurs, 

en fonction des surfaces, suivent la même évolution selon les deux techniques (AFM et 

profilomètrie à pointe). Par contre les ordres de grandeur de ces valeurs sont assez différents, ce 

constat s’explique aisément par la taille de la surface analysée (3x3 mm2 contre 94 x 94 μm2). Il sera 

donc toujours utile de préciser la technique utilisée lorsque des valeurs de rugosité seront discutées. 

Remarque : Le défaut de cette technique est que le temps d’analyse est relativement long (45 min 

pour une analyse de dimension 3 mm sur 3 mm). Cette technique est, par ailleurs, difficile à adapter 

aux substrats qui ne présentent pas une planéité parfaite. 

- Profilomètre optique  

Les valeurs de rugosité (Sa et Sq) mesurées par interférométrie sont répertoriées dans le 

Tableau II- 4. Le principe de cette technique est rappelé en annexe A3. 

Tableau II- 4 : Valeurs de rugosité (Sa et Sq) obtenues en profilomètrie 3D optique. 

 

 

 

 

On remarque que les surfaces brillantées (pastille et plaque) ont la plus forte rugosité en 

désaccord avec les deux méthodes précédentes, suivie par la surface anodisée, et le TA6V brut. La 

surface polie étant toujours celle pour laquelle les valeurs de Sa et Sq sont les plus faibles. 

 Sa (nm) Sq (nm) 

TA6V 502  644  

TA6V poli 150  191 

TA6V anod 1 630  2 120  

TA6V brill  582  725  

TA6V brill plaque 440  550  

 Sa (nm) Sq (nm) 

  x 10  x 50  x 10  x 50 

TA6V 252 192 313 248 

TA6V poli 63 17 76 22 

TA6V anod 423 444 553 590 

TA6V brill  547 394 668 471 

TA6V brill plaque 446 309 597  421 
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Ce résultat contradictoire observé sur les surfaces brillantées démontre que ces échantillons 

sont très inhomogènes en fonction des zones analysées. Pour en rendre compte, la Figure II- 7 

donne une image reconstruite de la pastille brillantée réalisée lors de l’analyse d’interférométrie 

(image à partir de laquelle les valeurs du tableau ont été calculées). 

 

Figure II- 7 : Image 3D de l’échantillon TA6V brill obtenue par profilomètrie optique (taille de l’image 1273X955 μm). 

On peut voir sur cette image deux « hétérogénéités » de surface. La première concerne la 

présence des sillons circulaires très marqués et déjà longuement observés précédemment et la 

seconde un peu moins visible mais bien présente est liée à la surface qui apparaît bombée au centre 

de l’image. 

En réalité les pastilles ne sont pas planes sur toute leur surface. Une schématisation peut être 

donnée sur la Figure II- 8. Cet aspect est assurément lié à la technique de découpe de la tige. 

 

Figure II- 8 : Schéma d’une pastille brillantée (vue en coupe). 

L’étude de Bigerelle et al., a par ailleurs montré que la méthode de préparation des pastilles 

de titane est essentielle pour l’aspect des surfaces de titane. En effet, en fonction de la vitesse de 

rotation de l’outil permettant de couper la tige de titane, la largeur et la profondeur des sillons 

peuvent varier [4]. Enfin on peut ajouter que les ordres de grandeur des valeurs de rugosité se 
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situent entre celles mesurées par AFM et celles mesurées par profilomètrie à pointe. Ce constat 

semble logique puisque ici la dimension de la zone analysée est intermédiaire entre les 3 x 3 mm2 et 

94 x 94 μm2 analysées précédemment. 

L’interférométrie est, ainsi, la technique qui permet de rendre compte le plus fidèlement de 

l’état de surface des échantillons brillantés, ceux-ci présentant une topographie très hétérogène qui 

peut fausser les valeurs de rugosité obtenues avec les autres techniques. Ce constat est confirmé par 

l’étude de Wenneberg et al., qui répertorie les différentes méthodes employées pour caractériser les 

surfaces d’implants dentaires et qui conclue que les méthodes les plus pertinentes dans l’évaluation 

de la topographie de surface d’implants est le profilomètre à confocal laser et l’interféromètre. En 

effet, avec les autres méthodes, les valeurs de rugosité peuvent parfois ne pas rendre compte de la 

surface réelle [5]. 

Remarque : L’avantage de cette technique est un gain de temps (moins de 5 min avoir un résultat) 

mais l’appareil n’était pas accessible pour des mesures de routine. 

I.2 Mouillabilité de surface 

Un autre paramètre essentiel de caractérisation d’une surface, surtout lorsque cette dernière 

est recouverte par une solution aqueuse est évidement sa mouillabilité. La technique la plus utilisée 

pour accéder à cette caractéristique est la technique de la goutte posée. Elle consiste à déposer sur la 

surface du substrat une goutte d’un liquide mouillant. En fonction de l’angle que forme la goutte 

avec la surface, on peut définir une surface hydrophobe (ϴ > 90°) ou hydrophile (ϴ < 90°) (Figure 

II- 9). 

 

Figure II- 9 : Schémas des angles de contact obtenus dans le cas d’une surface hydrophobe (A) et hydrophile (B).

Le graphe proposé sur la Figure II- 10 récapitule les valeurs moyennes d’angles de contact 

mesurées pour chaque type d’échantillons. 
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Figure II- 10 : Valeurs d’angles de contact moyennes pour l’ensemble des substrats (pastilles) étudiés. 

On peut remarquer que toutes ces surfaces peuvent être qualifiées d’hydrophiles. Ainsi la 

surface TA6V anod est la surface la plus hydrophile, suivie par la surface brute, la surface polie et la 

surface brillantée présentent une hydrophilie équivalente. La mouillabilité des substrats sera à 

prendre en considération lors de l’application des solutions de chitosane. 

 

 

D’après l’ensemble de ces caractérisations, on note bien que les échantillons présentent 

différentes morphologies et rugosités de surface. 

La surface la plus rugueuse est la surface anodisée alors que la surface la plus lisse est 

l’échantillon poli. Ensuite, il est assez difficile de faire un classement entre les surfaces 

brillantées (pastille ou plaque) et la surface brute. Il est attendu une rugosité un peu plus faible 

après traitement de brillantage mais les mesures ne confirment pas toujours cette attente. En 

effet, en fonction de la technique utilisée, de la zone analysée, de la surface d’analyse mais aussi 

de l’échantillonnage (choix arbitraire des pastilles dans chaque lot) les résultats ne sont pas 

toujours identiques, ce qui met en lumière les difficultés et les limites de ce type d’analyse et 

surtout les problèmes de reproductibilité dans la fabrication des échantillons. 

La surface anodisée est la plus hydrophile, suivie par la surface brute puis par la surface 

polie et brillantée. 
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II. Le chitosane comme biopolymère 

II.1 Choix des chitosanes pour le projet 

Comme cela a déjà été évoqué dans le chapitre I, le terme « chitosane » désigne un 

polysaccharide composé d’une succession de monomères D-glucosamine acétylés ou non et dans ce 

sens, l’appellation chitosane est donnée à l’ensemble des dérivés de la chitine qui présentent, à la 

fois, une valeur limite du Degré d’Acétylation (DA) (inférieur à 40-60 %) [6, 7] et une solubilité en 

solution aqueuse acide [8]. 

Dans ce projet, nous nous sommes intéressés à deux types de chitosane commercial. Le 

premier est disponible chez Sigma Aldrich (Csig), il s’agit d’un chitosane « classique », issu de 

chitine de crustacés, présentant une valeur de DA comprise entre 15 et 25% et une masse molaire 

non fournie (qualifié de chitosane à faible masse moléculaire). Le second chitosane, certifié grade 

médical, provient de la société Kitozyme (Ckit). Il présente un DA de 30,6% et une masse molaire 

moyenne de 159 000 g.mol-1. La certification grade médical correspond à un niveau de pureté du 

composé pour lequel la microbiologie est parfaitement connue et ne dépasse pas un certain seuil. 

Ainsi, la validation d’un composé grade médical doit être attestée par trois évaluations : (i) le 

dénombrement des bactéries aérobies viables, qui doivent être inférieures ou égales à 100 Unité 

Formant une Colonie par gramme (UFC/g), (ii) le dénombrement des levures et moisissures 

présentes au sein de l’échantillon, qui doivent être inférieures ou égales à 10 UFC/g et (iii) la 

quantité d’Unité d’Endotoxines (UE) bactériennes, devant être inférieure à 10 UE/g. 

Dans le contexte d’une application biomédicale, il nous a semblé pertinent de travailler un 

produit certifié grade médical afin de faciliter la future mise sur le marché d’un implant bioactif. 

Cependant, ce produit étant très cher et assez peu disponible, il a été fait le choix d’utiliser du 

chitosane sigma Csig, moins onéreux et abondant, pour établir et valider le procédé de fabrication 

dans un premier temps.  

La structure chimique des deux biopolymères sélectionnés est quasi-équivalente, avec des 

unités N-glucosamines portant des groupements R = H ou COCH3 pour le chitosane sigma et des 

groupements R = H, COCH3 ou CH2CH2OH pour le chitosane kitozyme (Figure II- 11). 
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Figure II- 11 : Structure chimique des chitosanes utilisés dans le cadre du projet (deux sources crustacés et 
champignons). 

La présence d’unités N-hydroxyethyl-glucosamines dans le chitosane kitozyme est liée à sa 

purification par stérilisation à l’oxyde d’éthylène. D’après le fournisseur, le Ckit, présente 69,4 % de 

D-glucosamine, 24,0% de N-acetyl-D-glucosamine et 6,6% de N-hydroxyethyl-D-glucosamine. On 

peut légitiment penser que la présence de ce type de groupement supplémentaire a une influence sur 

les propriétés du biopolymère en solution (viscosité, solubilité..). 

Les deux chitosanes sélectionnés sont par ailleurs synthétisés à partir de chitine de différentes 

origines. En effet, le Csig est obtenu par désacétylation partielle de chitine provenant de 

l’exosquelette de crustacés, alors que le Ckit est produit par réaction de déacétylation enzymatique 

(chitine-désacétylase) de la chitine-glucane contenu dans la paroi cellulaire des champignons blancs 

Agaricus bisporus ou champignons de Paris. C’est d’ailleurs, l’origine non-animale du Ckit qui a été 

déterminant dans le choix du chitosane grade médical. 

II.2 Caractérisations des deux types de chitosane 

Des études de la littérature sur le chitosane montrent que les différences de structure 

chimique, de DA et de masse molaire peuvent jouer un rôle important sur les propriétés physiques, 

physico-chimiques et biologiques des polymères [9-13], c’est la raison pour laquelle il est 

nécessaire de caractériser précisément les deux chitosanes utilisés dans le projet. 

De plus, la détermination expérimentale des paramètres structuraux des biopolymères, tels 

que par exemple, le degré d’acétylation (DA), la masse molaire moyenne (MM), l’indice de 

polymolécularité (Ð) ou le taux de cristallinité doit nous permettre (i) de valider les informations 

fournisseurs et (ii) de bien contrôler les propriétés des biopolymères. Dans cette partie, sont 

présentés les résultats obtenus pour caractériser et comparer les deux types de chitosane (Csig et Ckit). 
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II.2.1 Caractérisation des chitosanes par IR-ATR 

Les spectres IR enregistrés sur les deux chitosanes Csig et Ckit, présentés à la Figure II- 12, 

montrent pour les deux composés une signature équivalente. 

 
Figure II- 12 : Spectres FTIR-ATR des poudres de Ckit (a) et Csig (b). 

Les bandes superposées attribuables aux vibrations d’élongation des liaisons N-H et O-H sont 

détectées aux alentours de 3286 cm-1, prouvant la présence de groupements hydroxyle et amine [14]. 

L’intensité moyenne des bandes observées à 1415 cm-1 confirme la présence du groupement 

fonctionnel –OH. De plus, le faible signal observé vers 2876 cm-1 correspond à l’élongation des 

liaisons (-CH2), tandis que les bandes détectées vers 1650 cm-1, 1556-1587 cm-1, 1375 cm-1 and 

1315 cm-1 sont attribués au C=O de l’amide, à la vibration d’élongation de la liaison -NH, -NHCO 

de l’amide et -C-N, respectivement [15, 16]. En ce qui concerne les bandes détectées à 1150, 1070, 

1019 et 893 cm-1, elles sont caractéristiques de la structure glucosidique du composé [15-17]. 

Toutefois la juxtaposition des deux spectres n’est pas parfaite. En effet, une différence est 

notée sur la bande caractéristique de la liaison N-H  qui apparaît à 1587 cm-1 pour le Csig et à 1556 

cm-1 pour le Ckit. Ce décalage peut être du aux valeurs de DA différentes dans chacun des composés, 

ainsi qu’à la présence de groupements N-hydroxyethoxy chez le Ckit qui peut entrainer un décalage 

du signal du NH en interaction avec ces groupements. 

II.2.2 Détermination du degré d’acétylation (DA) 

Il existe plusieurs méthodes pour déterminer le DA du chitosane ; la potentiométrie [18], la 

conductimétrie [19], la spectroscopie UV et infrarouge [20-22], la spectrométrie de Résonance 

Magnétique Nucléaire du proton (RMN 1H) [23] et la spectrométrie de masse [24]. 
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Parmi celles-ci, nous avons choisi d’utiliser la spectrométrie RMN du proton qui présente 

l’avantage de ne pas nécessiter d’étalonnage préalable et permet d’obtenir des résultats précis avec 

de faibles quantités de matière. Une fois le spectre RMN 1H enregistré (exemple donné sur la Figure 

II- 13), il suffit d’intégrer (mesure de l’aire sous pic) les signaux relatifs, d’une part, aux protons des 

groupements méthyles des acétamides des résidus N-acetyl-D-glucosamine (3 protons à δ ~ 2 ppm) 

et d’autre part, des protons des groupements glucopyranose (6 protons à δ ~ 3 - 4 ppm). 

 
Figure II- 13 : Spectre RMN 1H d’un chitosane à 400 MHz (Hirai, 1991). 

Le DA peut alors être calculé selon la méthode de Hirai et al. [23] qui propose l’équation 

II.3 : 

 

 

Le spectre RMN 1H permet également de qualifier la distribution des unités acétylées le long 

de la chaine du polymère. En effet, Varum et al. ont démontré que le déplacement chimique du 

proton H1 du groupement acétyle est très sensible à son environnement (nature de l’unité voisine 

monomère acétylée ou non) [25]. 

Ainsi, des analyses par RMN du proton ont été effectuées par Agnès Crépet du Laboratoire 

d’Ingénierie des Matériaux Polymères (conditions opératoires en annexe A4). 

Les spectres RMN 1H enregistrés sur les deux biopolymères sont présentés Figure II- 14. 
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Figure II- 14 : Spectres RMN 1H des chitosanes Csig (A) et Ckit (B) à 400 MHz. 

Chaque signal a pu être attribué à une espèce de proton, les attributions sont reportées 

directement sur les spectres. Après intégration des différents signaux et application de l’équation 

II.3, on obtient pour le Csig un DA de 16,7% et pour le Ckit, un DA de 21,7%, soit une différence de 

5% entre les deux composés. Il est à noter que la valeur expérimentale du Ckit diffère de celle 

donnée par le fournisseur (~ 8%). Enfin, en comparant les déplacements chimiques des protons de 

chaque groupement, on constate un léger décalage, qui permet de conclure à une répartition des 

blocs des unités acétylées et non acétylées différente dans les deux composés. 

II.2.3 Détermination de la masse molaire des chitosanes 

Un autre critère essentiel pour caractériser le chitosane est sa masse molaire moyenne. On 

peut trouver la masse molaire moyenne en nombre (Mn), en masse (Mw), ou viscosimètrique (Mv). 

On peut également obtenir la masse molaire maximale ou masse au pic (Mp) dans le cas où le 

polymère présente des agrégats non séparables (c’est le cas lors d’une mauvaise solubilisation du 

polymère). Il existe plusieurs méthodes pour déterminer la masse molaire moyenne d’un polymère : 
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la viscosimètrie capillaire via l’équation de Mark-Houwink-Kuhn-Sakurada (MHKS) [26], la 

diffusion de la lumière en conditions statiques et la chromatographie d’exclusion stérique (SEC) 

couplée à la diffusion de la lumière. 

 

Dans cette partie, nous avons choisi d’utiliser la SEC couplée à la diffusion de la lumière car 

c’est une méthode très bien maitrisée par notre laboratoire partenaire (IMP) et assez facile à mettre 

en œuvre. Par ailleurs, cette méthode permet d’accéder à une donnée supplémentaire qui est l’indice 

de polymolécularité ou polydispersité (Ð), qui caractérise l’hétérogénéité du polymère en donnant la 

dispersion de sa masse molaire. La masse molaire moyenne en masse du biopolymère est 

déterminée à partir de la valeur de l’indice de réfraction (dn/dc), qui dépend du solvant utilisé, de la 

force ionique de la solution et du DA [26]. Il est à noter que l’analyse des polycations peut présenter 

des difficultés dues aux effets de charges entre le polycation, l’éluant et la phase stationnaire. Dans 

ce contexte, il est nécessaire de bien définir les conditions expérimentales, en termes de solvant, pH 

et force ionique, afin d’éviter les interactions entre la phase mobile et la phase stationnaire et ainsi 

limiter les interactions électrostatiques induites par le polyélectrolyte. Pour le chitosane, l’utilisation 

d’un tampon 0,2 M acide acétique / 0,15 M acétate d’ammonium (pH 4,5) comme éluant permet de 

limiter la formation de liaisons hydrogène entre le polymère et la phase stationnaire et de favoriser 

l’écrantage des charges du chitosane pour une analyse optimale. 

Le Tableau II- 5 récapitule l’ensemble des résultats obtenus après interprétation des 

chromatogrammes enregistrés (Figure II- 15) sur les deux types de chitosane Ckit et Csig (conditions 

d’analyses en annexe A4). 
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Figure II- 15 : Chromatogrammes enregistrés sur les échantillons Ckit (a) et Csig (b). 

Tableau II- 5 : Valeurs des masses molaires moyennes (Mw, Mp, Mn) et valeurs de polydispersité des biopolymères 
Csig et Ckit. 

La lecture du tableau met en évidence que le biopolymère Csig présente des masses molaires 

moyennes globalement plus faibles que le Ckit. En revanche, l’indice de polymolécularité est plus 

important pour le Csig, indiquant une hétérogénéité plus marquée de la distribution des masses 

molaires, pour ce polymère. Nous n’avons pas été en mesure de comparer les valeurs mesurées sur 

le Ckit aux valeurs données par le fournisseur parce qu’elles ne sont pas exprimées sous la même 

forme (Mv (fournisseur) vs Mn et Mw (laboratoire)). Par ailleurs aucune valeur n’est reportée pour le 

Csig. 

 Csig Ckit 

Mn (g/mol) 57 990 (± 0,37 %) 127 500 (± 3,19 %) 

Mp (g/mol) 73 440 (± 0,25 %) 184 100 (± 0,37 %) 

Mw (g/mol) 161 000 (± 0,20 %) 221 900 (± 5,16 %) 

Ð (Mw/Mn) 2,76 (± 0,42 %) 1,74 (± 3,32 %) 
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II.2.4 Détermination de la structure cristalline des chitosanes 

Le chitosane est un polymère semi-cristallin qui présente plusieurs allomorphes (allomorphes 

anhydre et hydraté). La structure cristalline du chitosane est souvent liée à ses conditions de 

préparation et à son état d’hydratation . De façon à caractériser, au mieux, les produits utilisés, il 

nous a semblé pertinent de regarder la structure cristalline des deux produits sélectionnés. Ainsi, des 

analyses par diffraction des rayons X (DRX) ont été menées sur les deux chitosanes Ckit et Csig. Les 

diffractogrammes enregistrés sur les deux composés sont proposés sur la Figure II- 16. 

 

Figure II- 16 : Diffractogrammes enregistrés sur les chitosanes solides Ckit (a) et Csig (b). 

Tous deux présentent des signaux assez larges, caractéristiques de l’état semi cristallin des 

composés. Les deux signaux visibles à 10° et 20° (2θ) correspondent aux plans (020) et (110) 

respectivement, en accord avec la littérature [27-30].  

Par ailleurs, selon Zhang et al., il est possible d’exprimer un indice de cristallinité en lien 

avec l’intensité relative des pics observés [31]. Les équations permettant de déterminer les indices 

de cristallinité CrI110 et CrI020 sont donnés par les relations suivantes (équation II.4 et II.5) : 

 

I110 (u.a.): maximum d’intensité du plan (110) à 2θ = 20° 

I020 (u.a.): maximum d’intensité du plan (020) à 2θ ≈ 10°  

Iam (u.a.) : intensité de la phase de diffraction amorphe à 2θ = 16° 
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Les valeurs calculées à partir des équations précédentes sont données dans le Tableau II- 6. 

Tableau II- 6 : Valeurs des indices de cristallinité CrI110 et CrI020 pour les deux chitosanes (Csig et Ckit). 

Les indices de cristallinité observés sont plus importants dans le cas du chitosane kitozyme.  

Cette partie caractérisation des chitosanes a mis en évidence des différences non négligeables 

entre les deux polymères sélectionnés, en termes de structure chimique, de DA, de masse molaire 

moyenne et de structure cristalline. Il est alors attendu que les deux polymères présentent des 

comportements différents en solution (solubilisation, viscosité) et que les propriétés physico-

chimiques et biologiques soient également dépendantes du polymère utilisé. 

  

 Csig Ckit 

CrI110 0,58 0,64 

CrI020 0,09 0,15 
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Pour conclure, les résultats exposés précédemment montrent de réelles différences dans les 

caractéristiques physico-chimiques des deux polymères sélectionnés. Premièrement, d’un point 

de vue de la composition chimique, il a été montré que le Ckit présente des fonctions 

supplémentaires par rapport au Csig. Par ailleurs, les DA sont sensiblement différents entre les 

deux chitosanes et surtout assez éloignés des valeurs reportées par les fournisseurs. De même, les 

masses molaires moyennes précisées par les analyses SEC montrent des différences significatives 

entre les biopolymères et à nouveau avec les références fournisseurs (Tableau II-7). Enfin, des 

différences dans les indices de cristallinité ont été mises en évidence. 

 

 
Tableau II- 7 : Récapitulatifs des différences constatées entre les données fournisseurs et la détermination en 

laboratoire 

 Données fournies lors de l’achat des 
produits Données déterminées au laboratoire 

 Csig Ckit Csig Ckit 

DA (%) 15 - 25 30,6 16,7 ± 2 21,7± 2 

Mn (g/mol) - - 57 990 (± 0,37 %) 127 500 (± 3,19 %) 

Mp (g/mol) - - 73 440 (± 0,25 %) 184 100 (± 0,37 %) 

Mw (g/mol) - - 
161 000 (± 0,20 

%) 
221 900 (± 5,16 %) 

Ð 
(Mw/Mn) 

- - 2,76 (± 0,42 %) 1,74 (± 3,32 %) 

CrI110 - - 0,58 0,64 

CrI020 - - 0,09 0,15 

 

 

Deux points importants sont à retenir pour la suite. Les données fournisseurs ne sont pas 

fiables et il est nécessaire de caractériser tous les produits pour bien les connaître et 

deuxièmement on peut s’attendre logiquement a des différences importantes dans les propriétés 

physico-chimiques, et biologiques des chitosanes. Comme l’indique la revue de Kurmiska et al., 

qui présente un récapitulatif de l’évolution des propriétés physico-chimiques et biologiques en 

fonction du DA et de la masse molaire Mw, les propriétés des chitosanes dépendent en grande 

partie de ces caractéristiques, d’où la nécessité de les connaître précisément [9]. 
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II.3 Influence de la mise en forme des chitosanes sur leurs 
caractéristiques 

La littérature reporte des études qui montrent que la mise en forme du chitosane (poudre, 

film, aérogel...) peut, dans certains cas, avoir une influence significative sur ses caractéristiques en 

termes, notamment, de masse molaire et indice de cristallinité, et par conséquent sur les propriétés 

finales du produit. En effet, l’étape de mise en forme passe, le plus souvent, par une solubilisation 

du chitosane qui peut, logiquement, entrainer une modification de ses caractéristiques intrinsèques. 

Le chitosane est insoluble dans l’eau à pH neutre. Toutefois, sa dissolution est possible en 

solution aqueuse acidifiée (pH < 6), grâce à la protonation des fonctions amines. En solution 

aqueuse acide, le chitosane prend donc la forme d’un polyélectrolyte cationique (-NH3
+). 

La solubilité du chitosane en solution aqueuse acide dépend, en grande partie, de son DA. 

Avec un DA < 28 %, on assistera à l’ionisation totale du chitosane, la chaîne étant fortement 

chargée, elle présente un comportement électrolytique. La chaîne est dans une conformation très 

étendue à cause d’un effet de volume exclu électrostatique important, le polyélectrolyte est ainsi 

plutôt hydrophile [26]. Sachant que l’un des paramètres influant la solubilité du chitosane est la 

quantité de groupements amines à protoner (directement lié au DA), il est important de noter que la 

présence des groupements N-hydroxyethyl (présent dans le Ckit) peut moduler sa solubilité ainsi que 

sa viscosité en solution. 

II.3.1 Comparaison des viscosités des chitosanes 

La viscosité est un paramètre important lors de l’étape de mise en forme de film. Une 

viscosité trop faible amènera à un film trop fin et, à l’inverse, une viscosité trop importante conduira 

à un film trop épais et souvent inhomogène. Il faut donc trouver un compromis entre épaisseur (que 

l’on souhaite supérieure au micron, pour une quantité suffisante de chitosane) et homogénéité de 

l’épaisseur et de la surface. Dans ce contexte, une étude de la viscosité semble pertinente pour 

assurer la préparation de films corrects. 

Il existe plusieurs méthodes pour déterminer la viscosité d’une solution polymère comme la 

viscosimètrie capillaire ou la mesure de la viscosité par chute de bille. Dans les fiches techniques 

fournies lors de l’achat des biopolymères, les viscosités apparentes des chitosanes dissous à 1% en 

masse dans un 1% d’acide acétique sont de ʋkit = 76 mPa.s et ʋsig = 20-300 mPa.s. Cependant, 

comme cela a été montré précédemment les données fournisseurs ne sont pas toujours très fiables, 

nous avons donc préféré faire nos propres mesures de viscosité. Par ailleurs, pour le Csig, la gamme 

reportée manque de précision. 

Pour ces mesures, nous avons utilisé un appareil simple qu’est le viscosimètre à chute de 

bille. Le détail des conditions expérimentales est donné en annexe. 
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Plusieurs solutions ont été préparées, à 2 % ou 4 % en masse de chitosane, dans une solution 

à 3% d’acide acétique. Les valeurs de viscosité mesurées sur ces 4 solutions sont données dans le 

Tableau II- 8. 

Tableau II- 8 : Valeur de viscosité mesurée pour les deux chitosanes à deux concentrations différentes. 

 ʋsig  (mPa.s) ʋkit (mPa.s) 

2 % en masse 48  ± 1 382 ± 4 

4 % en masse 558 ± 3 6 234  ± 46 

La lecture du tableau montre deux choses. Premièrement, les viscosités des solutions 

concentrées sont nettement supérieures à celles des solutions plus diluées, facteur 12 pour le Csig et 

facteur 15 pour le Ckit. Deuxièmement, on note une grande différence de viscosité entre les deux 

qualités de chitosane, le chitosane sigma présente une viscosité beaucoup plus faible, presque dix 

fois inférieure à celle du chitosane kitozyme. Les différences de caractéristiques mises en évidence 

précédemment ont bien une influence considérable sur la viscosité des produits en solution. Dans ce 

contexte, il a été décidé de travailler avec des concentrations différentes en fonction du chitosane 

utilisé, de façon à avoir une viscosité de la solution à peu près identique et donc un film d’épaisseur 

équivalente. Dans nos études, il a été choisi de travailler  avec une concentration de 2% pour le Ckit 

et de 4% pour Csig. 

II.3.2 Comparaison des films de chitosane 

De façon à mettre en évidence une éventuelle influence de la mise en forme des deux 

produits, sur le DA, la masse molaire et l’indice de cristallinité. Il a été décidé de reprendre toutes 

les caractérisations, cette fois sur les films. 

Ainsi, des films de chitosane (Ckit et Csig), à partir de solution à 2 % et 4 % en masse, 

respectivement, ont été déposés sur un support aluminium puis laisser dans une étuve 24 h à 80 °C. 

Les films autosupportés ont été ensuite caractérisés par IR-ATR, RMN et SEC afin de déterminer 

l’impact de la mise en forme sur ces paramètres. 

II.3.2.1 Caractérisation par IR-ATR des films de chitosane 

Les spectres enregistrés sur les deux films, présentés sur la Figure II- 17, montrent pour les 

deux spectres une signature équivalente, à celle du Csig, quelle que soit la qualité du chitosane. 
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Figure II- 17 : Spectres FTIR-ATR de films autosupportés de Ckit (a) et Csig (b). 

Ce résultat peut paraître surprenant étant donné qu’une différence a été observée au niveau 

des groupements N-H en comparant des poudres (cf paragraphe II.2.1). Une explication peut 

provenir du fait que la solubilisation a lieu en milieu acide acétique. Ce composé ajouté en excès 

peut peut-être entraîner l’hydrolyse de la liaison N-hydroxyéthoxy et/ou de la liaison amide du Ckit 

(possible en milieu acide). 

II.3.2.2 Caractérisations SEC et RMN 1H des films de chitosane 

Les films ont, également, été caractérisés par SEC et RMN du proton pour déterminer, les 

masses molaires moyennes et le DA des deux composés mis en forme. Les chromatogrammes et les 

spectres ne sont pas proposés ici mais le même type d’analyse que précédemment a été réalisé. 

L’ensemble des résultats est regroupé dans le Tableau II- 9. 

Tableau II- 9 : Valeurs des masses molaires moyennes (Mw, Mp, Mn) et des indices de polydispersité des 
biopolymères Csig et Ckit mis en forme (les flèches indiquent l’évolution observée par rapport aux valeurs mesurées 

sur les chitosanes poudres). 

 Csig Ckit 

DA   14,21 ± 2  17,88 ± 2  
Mn (g/mol)  42 070 (± 1,46 %)  182 200 (± 2,23 %) 

Mp (g/mol)  35 450 (± 0,88 %)  162 500 (± 1,19 %) 

Mw (g/mol)  137 800 (± 0,77 %)  502 600 (± 1,27 %) 

Ð (Mw/Mn)  3,28 (± 1,66 %)  2,76 (± 2,60 %) 

En comparaison avec les résultats obtenus pour les polymères poudres, on note bien une 

différence en termes de DA avec une perte d’environ 3-4 % suite à la mise en forme du chitosane et 

cela quelle que soit son origine. Cependant, comme l’erreur (environ 2 %) sur la mesure est assez 
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proche de la différence observée, il est assez difficile de conclure sur le réel effet de la mise en 

forme du polymère sur son DA. Dans ce contexte, on considéra que le DA est peu affecté par la 

solubilisation et par la mise en forme des deux composés. 

Concernant les masses molaires des films, on observe des évolutions différentes en fonction 

du film de chitosane évalué. Pour Csig, les valeurs de Mn, Mp et Mw ainsi que l’indice de 

polydispersité (Ð) diminuent suite à la mise en forme du polymère, traduisant ainsi une 

modification de la longueur des chaines polymères et donc une dégradation du polymère. Ce 

résultat semble assez logique car la solubilisation en milieu acide peut expliquer cette conclusion. 

De façon plus surprenante, des résultats contraires sont observés pour le Ckit. En effet, les valeurs de 

Mw, Mn et Ð augmentent alors que le Mp diminue. Un tel résultat peut être expliqué par la présence 

d’agrégats lors de la solubilisation du film pour analyse SEC. Les masses molaires obtenues seront 

ainsi plus élevées que le chitosane de départ. Le traitement de mise en forme du chitosane entraîne 

ainsi une modification des polymères via notamment la formation d’agrégats. 

II.3.2.3 Caractérisation des films de chitosane par ToF-SIMS 

Cette dernière analyse, un peu annexe par rapport aux précédentes a été réalisée de façon à 

établir une base de données qui sera utile pour la suite des études. En effet, la spectrométrie de 

masse des ions secondaires en mode statique (ToF-SIMS) (principe général de cette technique est 

détaillé en annexe) est une technique d’analyse de surface très sensible permettant de déterminer les 

structures chimiques via la séparation en phase gazeuse d’ions atomiques et moléculaires en 

fonction de leur rapport masse/charge. Ainsi cette technique extrêmement performante et fiable sera 

très utile pour suivre les modifications (dégradation, contamination...) du chitosane. C’est également 

un outil tout à fait adapté à la caractérisation de composé sous forme de film car elle permet une 

analyse à l’extrême surface des matériaux, la profondeur correspondant à la première monocouche 

moléculaire. Par conséquent, l’utilisation de cette technique pour comparer les échantillons revêtus 

avec du chitosane et pour caractériser les composés chimiques présents en surface des différents 

échantillons au cours des étapes de synthèse nécessite, au préalable, la détermination des fragments 

caractéristiques de chaque polymère. L’analyse des deux films, n’a pas permis de mettre en 

évidence des différences entre les fragments caractéristiques de chacun des deux biopolymères, 

leurs signatures sont, ici, équivalentes. On a pu, ainsi, établir le tableau des fragments 

caractéristiques des deux chitosanes utilisés, Ckit et Csig (Tableau II- 10). 
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Tableau II- 10 : Fragments négatifs et positifs caractéristiques des deux chitosanes. 

 
Ions 

négatifs 
m/z 

mesuré 
Ions 

positifs 
m/z 

mesuré 

Chitosane 

Csig et Ckit 

CHO2

-
 44.998 C2H6NO

+
 60.043 

C2H4NO
-
 58.034 C2H5O2

+
 61.027 

C2H3O2

-
 59.015 C5H6NO

+
 96.049 

C3H3O2

-
 71.016 C5H5O2

+
 97.029 

C3H4NO2

-
 86.025 C4H6NO2

+
 100.041 

C4H6NO2

-
 100.045 C5H6NO2

+
 112.039 

C6H10NO3

+
 144.065 

 

 

En conclusion, nous avons mis en évidence un impact de la mise en forme du chitosane sur 

ses caractéristiques, en lien avec l’étape de solubilisation. S’il est difficile de conclure sur 

l’évolution des DA, la structure chimique du Ckit et les masses molaires moyennes des deux 

composés ont sensiblement été modifiées. 

 

 

III. Etude du simple dépôt du chitosane sur une surface 
de titane 

Le recouvrement d’un substrat de titane par du Csig, par « simple dépôt » a été étudié en tant 

que témoin négatif. Un test d’adhérence par peel-test (test de quadrillage de la surface à l’aide d’un 

peigne et application d’un scotch normé), a été réalisé afin de d’évaluer l’adhérence du chitosane au 

substrat titane. Après marquage de la surface, application du scotch puis retrait de ce dernier avec 

un angle de 90°, on remarque sur l’image de la surface enregistrée après test, que l’ensemble du 

revêtement est parti (Figure II- 18). L’absence de chitosane a été confirmée par IR. Ce résultat 

démontre l’absence d’adhérence du chitosane au titane. 
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Figure II- 18 : Images optiques d’un échantillon simple dépôt avant (A) et après test d’adhésion par peel test (B). 

Un second a été réalisé, pour évaluer la tenue de ce revêtement simplement déposé en milieu 

acide. Des échantillons ont été laissés 24 h dans deux solutions aqueuses acidifiées à pH 5 et à pH 3. 

Après retrait des échantillons, on observe l’absence totale de polymère à la surface du substrat (cette 

absence est confirmée par une analyse IR qui ne montre plus aucun signal caractéristique du CS). 

Ainsi, la dissolution du film de chitosane est complète à pH 3 et à pH 5. 

 

 

Aux vues de ces deux résultats préliminaires, il s’avère donc nécessaire de lier plus 

fortement le biopolymère au substrat. La solution proposée dans ce projet est la formation d’une 

liaison covalente entre biopolymère et substrat. Cependant, deux difficultés devront être 

contournées : le maintien du revêtement pendant 8 à 15 jours (durée de la phase de cicatrisation 

faisant suite à la pose d’un implant) et sa résistance en milieu acide pour supporter efficacement 

les variations de pH existantes dans la cavité buccale d’un patient. 

 

 

IV. Greffage covalent de chitosane 

De façon à améliorer la durabilité du revêtement de chitosane sur le substrat, la stratégie mise 

en œuvre consiste à greffer de façon covalente les chaines de polymère à la surface du substrat 

métallique à base de titane. Comme décrit dans le chapitre I, il existe une bibliographie assez 

abondante sur le sujet et rapportant que plusieurs voies peuvent être envisagées. 

Pour ce projet, un intérêt particulier a été porté à la formation d’une liaison amide connue 

pour sa bonne stabilité. La liaison amide (ou peptidique) s’établit entre une fonction amine apportée 

par le polymère et une fonction acide carboxylique. L’utilisation d’un organoalcoxysilane comme 
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agent de couplage a été retenu, étant donné que le greffage d’un alcoxysilane sur des surfaces de 

TiO2 a déjà été largement reporté. La formation d’une liaison peptidique impose, alors, la présence 

d’un groupement –COOH du côté de l’agent de couplage, présent directement sur le silane, ou 

apporté par un second composé de type acide. Ainsi nous avons choisi de travailler avec deux 

silanes, l’un portant une amine (APTES), il sera associé à l’anhydride succinique, et l’autre une 

fonction anhydride acide (TESPSA), ce dernier pouvant s’hydrolyser en acide carboxylique.  

IV.1 Protocole de validation du revêtement de chitosane 

Le cahier des charges imposé pour l’application visée porte sur plusieurs points. Le caractère 

antibactérien du revêtement, sa biocompatibilité et sa non toxicité sont les propriétés majeures 

attendues. Cependant, avant d’étudier ces propriétés, il faut s’assurer que le revêtement est 

homogène en surface et en épaisseur et adhérent. Un autre point clé à valider rapidement dans le 

processus de synthèse est la tenue du revêtement en conditions salivaires acides. En effet, le 

revêtement doit être maintenu dans la cavité buccale pendant la phase de cicatrisation, soit 8-15 

jours et cela quelles que soient les conditions de pH. Il est connu que lors d’une infection 

bactérienne, comme lors de la péri-implantite, le pH à l’intérieur de la cavité buccale diminue 

fortement. Dans ce contexte, la tenue du revêtement en milieu acide sera systématiquement étudiée 

et considérée comme un jalon indispensable à la poursuite des caractérisations. En d’autres termes, 

si la tenue en milieu salivaire artificielle acide n’est pas validée, la voie devra être abandonnée. 

Ainsi, un protocole de caractérisation a été mis en place de façon à valider ou non la synthèse d’un 

revêtement (Figure II- 19). 
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Figure II- 19 : Protocole de validation d’une voie de greffage. 

Après sa synthèse, le revêtement est observé à l’œil pour détecter d’éventuels défauts 

macroscopiques. Une observation en microscopie optique permet ensuite de vérifier l’absence de 

défauts visibles à cette échelle et de confirmer l’homogénéité du revêtement. Ensuite, une analyse 

IR doit confirmer la présence du CS. A partir de là, une étude de tenue en milieu salivaire acide à 

deux valeurs de pH 3 et 5 est réalisée. Si le revêtement est toujours détecté par IR après immersion 

et rinçage, des observations MEB et des mesures en profilomètrie sont alors réalisées pour évaluer 

la morphologie et l’épaisseur du revêtement. Si les caractérisations intermédiaires ne sont pas 

validées, la voie de synthèse sera reprise et modifiée. En revanche, si l’ensemble de ces 

caractérisations est approuvé alors la synthèse est considérée comme valide et des essais de 

reproductibilités sont menés. Avec l’étape de production à plus grande échelle validée, viennent 

ensuite, (i) l’étude de toutes les étapes du greffage par des techniques de caractérisation de surface, 

(ii) l’étude de la stérilisation car plusieurs techniques sont disponibles, (iii) l’étude de la restitution 

du biopolymère dans un milieu tampon, celle-ci devant être lente et contrôlée et (iii) l’évaluation 

biologique des revêtements qui comprend à la fois les propriétés biologiques et antibactériennes. 
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Concernant l’étude de la tenue du revêtement en milieu salivaire acide, dont le protocole est 

détaillé en annexe A4, le milieu choisi est un milieu salivaire artificiel auquel est ajouté une quantité 

d’acide acétique en fonction du pH expérimental choisi [32]. A noter que dans la cavité orale, le pH 

n’est pas le seul paramètre variant de façon significative, il y a également la température, les forces 

de frottement… 

IV.2 Méthode générale du greffage de chitosane 

Comme annoncé en introduction de cette partie, deux organoalcoxysilanes ont été utilisés à 

la base de deux voies de greffage. La première (voie A) concerne l’utilisation successive du 3-

AminoPropylTriEthoxySilane (APTES) et de l’Anhydride Succinique (AS) pour former l’agent de 

couplage qui doit réagir avec le CS. La seconde (voie B) utilise le TriEthoxySilylPropylSuccinic 

Anhydride (TESPSA) comme agent de couplage (Figure II- 20). Ces deux voies ont été étudiées en 

parallèle tout au long du projet. 

 

Figure II- 20 : Structures chimiques des agents de couplage utilisés. 

Quelle que soit la voie de greffage mise en jeu, le mode opératoire général reste identique. Il 

est schématisé sur la Figure II- 21 et comprend cinq étapes : 

- Prétraitement de la surface de titane : par lavage (mélange éthanol-acétone). 

- Activation de la surface : cette étape permet la formation de sites Ti-OH en surface, nécessaire 

pour un greffage optimal du silane. Les substrats sont immergés dans une solution d’eau 

piranha, correspondant à un mélange d’acide sulfurique concentré et d’eau oxygénée (30 wt%) 

(v/v, 7/3).  

Remarque : Il est à noter qu’il existe d’autres méthodes d’activation d’une surface, comme par 

exemple l’immersion dans une solution alcaline, ou la passivation [33, 34]. Dans le cadre de ce 

projet, nous allons uniquement nous intéresser à l’activation par l’eau piranha. 

- Greffage covalent du silane: une solution d’alcoxysilane en milieu organique est préparée pour 

recouvrir le substrat activé afin de former des liaisons Ti-O-Si, et de fonctionnaliser ainsi la 

surface avec le groupement souhaité (NH2 ou anhydride succinique). Avec la voie A, une 

étape supplémentaire permettant de lier un second composé est réalisée. 

- Dépôt du biopolymère : le dépôt du biopolymère est réalisé par la méthode du dip coating 

(annexe). 

- Séchage du revêtement : le dépôt est séché à l’étuve selon une durée et une température fixées. 
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Figure II- 21 : Schéma des principales étapes du greffage du chitosane sur le substrat de titane. 

IV.3 Greffage covalent via la voie A 

IV.3.1 Présentation du greffage 

Parmi tous les amino-silanes existant, le 3-AminoPropylTriEthoxySilane (APTES), est, 

souvent utilisé pour fonctionnaliser des surfaces en vue d’applications biologiques [35-37]. En effet, 

sa capacité à augmenter l’adhésion cellulaire et sa non-toxicité font de ce composé un produit 

intéressant dans l’élaboration de biomatériaux [38-40]. Cet organosilane est aussi employé pour 

fonctionnaliser des nanoparticules magnétiques, utilisées dans la détection de pesticides [41]. Il peut 

être utilisé seul, greffé à la surface à modifier, ou en association avec d’autres composés, tel que le 

glutaraldéhyde, afin de greffer des biomolécules comme des protéines [42] ou le chitosane via la 

formation d’une double liaison imine [43-45]. 

Dans le cadre de ce projet, l’APTES est associé à un composé organique : l’anhydride 

succinique (AS). Dans la littérature, ce dernier est utilisé pour fonctionnaliser des surfaces de silice, 

des nanoparticules, ou des molécules via des groupements carboxylique [46]. L’AS peut également 

être utilisé pour modifier le chitosane en lui apportant des groupements acide carboxylique par 

réaction avec les groupements amine du biopolymère [15, 47]. L’association APTES-AS est 

reportée dans la littérature pour fonctionnaliser des nanoparticules [48, 49], ainsi que des 

biocapteurs [50]. Par ailleurs, l’utilisation d’AS est reportée pour le greffage du chitosane sur une 

surface riche en groupements amine pour fonctionnaliser une surface textile [51]. C’est à partir de 

l’étude de ces différents travaux que nous avons proposé le procédé de greffage du chitosane via le 

système APTES- AS illustré dans la Figure II- 22 suivante : 
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Figure II- 22 : Schéma de l’immobilisation du chitosane sur un substrat de titane  

via la méthode de greffage APTES-AS. 

En résumé, la voie A conduit à la formation de deux liaisons amide en trois étapes. 

IV.3.2 Mise au point des conditions expérimentales 

Le succès du greffage d’un silane sur une surface dépend de nombreux paramètres 

(concentration, température, solvant, conditions d’hydrolyse...) et l’homogénéité et la 

reproductibilité de la couche ne sont pas toujours assurées. Afin d’optimiser l’étape du dépôt du 

silane, dont dépendra évidement l’homogénéité et la reproductibilité du dépôt de chitosane, nous 

avons choisi avec soin les paramètres de synthèse. 

Le solvant a été choisi en rapport avec la littérature, le toluène étant le solvant le plus 

couramment utilisé pour cette étape [34, 39, 40]. A partir de travaux antérieurs menés au laboratoire 

[52, 53], la fonctionnalisation des surfaces de titane a été réalisée, dans un premier temps, sous air et 

à température ambiante. La concentration en APTES est fixée à 3 % en volume dans le toluène 

anhydre. Les échantillons sont immergés 24 h dans la solution de silane. Puis le dépôt du SA est 

réalisé par immersion des échantillons dans une solution d’AS à 0,1 M dans du DiMéthyl 

Formamide (DMF) [48]. Une fois le chitosane déposé et le revêtement séché par traitement à 80°C 

pendant 24h, la validation du revêtement a été effectuée par test de tenue en condition acide. Le 

protocole expérimental détaillé est donné en annexe A4. 

Cette voie de greffage dans les conditions opératoires exposées ci-dessus a été utilisée pour 

réaliser des échantillons qui ont été utilisés pour des tests antibactériens (chapitre III) et pour des 

caractérisations de surface d’échantillons (partie V de ce chapitre). 

Cependant, un peu plus tard au cours de la thèse, lorsque nous avons envisagé de reproduire à 

nouveau ce mode opératoire pour la production de plus d’échantillons, nous avons été confrontés à 

un problème important de reproductibilité (essentiellement sur la tenue en milieu acide pH 3, qui 

n’était plus validée). Malheureusement, au jour d’aujourd’hui nous n’avons pas encore 

d’explication bien claire à fournir pour expliquer ce problème. Peut-être les réactifs ou solvants 

(pourtant commandés sous des références identiques) ne provenaient-ils pas exactement des mêmes 

lots ? Les paramètres d’hydrométrie ou de température étaient elles différentes ? Dans tous les cas, 

nous n’avons pas été en mesure de reproduire ces revêtements en appliquant strictement le même 

protocole. 
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Dans ce contexte, les conditions de synthèse ont été réévaluées. Ainsi, de nombreuses 

expériences ont été menées en modifiant la température (20°C, 40°C), l’atmosphère (sous air, sous 

gaz inerte) et l’utilisation ou non de catalyseur (de type corbodiimide). Des résultats encourageants 

ont alors été obtenus, en terme de tenue en milieu salivaire acide, cependant la voie B, développée 

alors en parallèle, assurant une grande reproductibilité, il a été décidé de privilégier cette seconde 

voie.  

IV.4 Greffage covalent via la voie B 

IV.4.1 Présentation du greffage 

La seconde voie étudiée dans ce projet concerne la formation d’une liaison amide simple en 

deux étapes seulement par l’intermédiaire du TriEthoxySilylPropylSuccinic Anhydride (TESPSA) 

qui apporte une fonction anhydride succinique à la surface du substrat. Dans la littérature, on 

reporte son utilisation pour différentes applications, telles que la fonctionnalisation de 

nanoparticules [54, 55] ou de surface pour des études d’adhésion cellulaire [56], ou en tant qu’agent 

de couplage pour la fixation de biomolécules [57, 58]. Eichler et al., ont aussi utilisé ce silane pour 

greffer avec succès des polyamidoamine (PAMAM) NH2, pour lutter contre l’adhésion bactérienne 

[46]. 

Le schéma réactionnel du greffage de chitosane sur substrat de titane avec cet agent de 

couplage est le suivant : 

 

Figure II- 23 : Schéma de l’immobilisation du chitosane sur un substrat de titane via la méthode de greffage 
TESPSA. 

IV.4.2 Mise au point des conditions expérimentales 

Plusieurs conditions opératoires ont été envisagées pour cette voie de greffage, avec 

modification du solvant (toluène, pentane), de la concentration en silane en solution (0,1 à 10%) et 

de la température de séchage des substrats après l’activation piranha. Deux protocoles 

expérimentaux permettent de préparer des échantillons qui résistent en pH salivaire acide (pH 5 et 

pH 3). Le Tableau II- 11 récapitule les paramètres dans les deux cas et les protocoles détaillés sont 

donnés en annexe A4. 
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Tableau II- 11 : Conditions opératoires pour les expériences réalisées avec la voie de greffage B. 

Le premier protocole est basé sur des études antérieures au projet, menées au laboratoire 

[59]. Il consiste à immerger pendant 24 h, sous air, le substrat préalablement traité à l’eau piranha, 

dans une solution de TESPSA dans du toluène à 10% en volume [60]. Après lavage sous ultrasons, 

les échantillons sont recouvert de chitosane par dip coating et laisser sécher 24h à l’étuve. En lien 

avec des résultats de la littérature, nous avons cherché à optimiser ce protocole en travaillant sous 

gaz inerte pendant presque toute la durée du greffage et de diminuer la concentration de TESPSA à 

0,1 % en volume dans du pentane [61]. Le fait de travailler sous atmosphère inerte augmente certes 

la difficulté d’une telle synthèse mais nous permet d’obtenir d’excellents résultats. Ainsi, le greffage 

selon la voie B sous atmosphère inerte est une solution fiable qui valide toutes les étapes du 

protocole de caractérisation (revêtement homogène, tenue en milieu salivaire acide, 

reproductibilité...). Elle représente, pour nous, la solution la plus pertinente. 

Remarque : Il a été testé l’ajout d’un catalyseur de type carbodiimide pour la formation de la 

liaison amide. Cependant, cette catalyse n’a pas permis d’améliorer sensiblement la tenue en milieu 

salivaire acide du revêtement. 

 

 

Dans cette partie chimie de synthèse du revêtement de chitosane via l’établissement d’une 

liaison amide par greffage covalent, il a pu être mis au point plusieurs protocoles opératoires de 

synthèse permettant l’élaboration de revêtement répondant aux premières étapes du cahier des 

charges. Dans la suite du manuscrit (IV-couple substrat/greffage), des analyses de surface ont été 

réalisées pour améliorer la compréhension et la connaissance des différents systèmes. Dans ce 

contexte, plusieurs lots d’échantillons ont été préparés avec les méthodes de greffage A et B et ont 

été utilisés pour la suite des études. 

 

 

 Sous air Sous gaz inerte 

Solvant toluène pentane 

Température de séchage après activation à l’eau piranha ambiante 150 °C 

Quantité de silane 10 % 0,1 % 

Température ambiante 150 °C 
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V. Les couples substrat/greffage étudiés 

Dans cette partie, les deux voies de greffage A et B ont été testées sur des substrats de 

différente nature et/ou présentant différents états de surface. De façon systématique, la surface de 

l’échantillon a été caractérisée après chacune des étapes du procédé de greffage. De même, 

l’évolution du revêtement au cours de son immersion en solution salivaire acide en fonction de la 

voie de greffage et du substrat utilisé a été suivie. 

Ainsi plusieurs échantillons provenant de différents couples « substrat/voie de greffage » ont 

été entièrement caractérisés. Le Tableau II- 12 reprend ces échantillons : 

Tableau II- 12 : Couples « substrat/voie de greffage » étudiés dans le cadre de ce projet. 

  
Emplacement dans le 

manuscrit 

V
oi

e 
A

 Voie de greffage A sur titane brut (Ti) Annexe (A5)+résumé (V.1) 

Voie de greffage A sur un alliage de titane anodisé (TA6V anod) Annexe (A5) 

Voie de greffage A sur un alliage de titane poli (TA6V poli) Manuscrit (V.2) 

V
oi

e 
B 

Voie de greffage B sur titane brut (Ti) Annexe (A5) 
Voie de greffage B sur un alliage de titane anodisé (TA6V anod) Annexe (A5) 

Voie de greffage B sur un alliage de titane brillanté (TA6V brill) Manuscrit (V.3) 

 

De manière à simplifier la lecture de cette partie, il a été fait le choix de présenter dans le 

corps du manuscrit uniquement les échantillons qui ont été utilisés pour les études bactériologiques 

ou de biocompatibilité (échantillons en gras). Cependant, l’ensemble des études représentant un 

travail conséquent et d’intérêt, il est détaillé en annexe et résumé ici au besoin. 

Ces travaux ont été menés en collaboration avec les docteurs Julien Amalric et Céline 

Brunon, tous deux appartenant à Science et Surface, société partenaire du projet. 

V.1 Caractérisation des étapes de la synthèse d’un échantillon obtenu 
par la voie de greffage A sur Ti brut (T40) (résumé) 

Ce travail exposé en annexe A5 a fait l’objet d’une publication soumise dans Applied Surface 

Science qui s’intitule « Relevant insight of surface characterization techniques to study covalent 

grafting of a biopolymer to titanium implant and its acidic resistance ». L’objectif de cet article 

est double ; premièrement, il vise à évaluer précisément la chimie de surface au cours du greffage 

covalent de chitosane (Csig) sur un substrat en titane pur (Ti) et deuxièmement, il vise à étudier la 

résistance de ce revêtement polymère en milieu salivaire acidifié. L’ensemble de l’étude a permis de 

dresser les conclusions résumées ci-après. 
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Toutes les étapes du greffage des deux agents de couplage (APTES et AS) ont été suivies et 

validées par XPS et ToF SIMS.  

L’étape de silanation permet de recouvrir la surface de titane d’un dépôt de silane homogène 

et épais. L’ajout d’anhydride succinique entraine une modification du revêtement silane (mise en 

évidence par imagerie ionique). Celle-ci se localisant essentiellement en périphérie de l’échantillon. 

La réaction entre l’anhydride succinique et l’APTES a pu être mise en évidence par l’analyse ToF-

SIMS. 

Le dépôt de chitosane sur le substrat est ensuite, clairement, mis en évidence par XPS, ToF-

SIMS et IR-ATR. L’évolution du revêtement polymère avant et après immersion en milieu acide 

(pH 3 et pH 5) a été observée dans un premier temps par MEB. Les clichés MEB illustrent l’effet 

des traitements acide sur le revêtement polymère (Figure II- 24).  

 

Figure II- 24 : Images MEB en mode électrons secondaires des échantillons CsigSAPiTi (A), CsigSAPiTi – pH 5 (B) 
et CsigSAPiTi – pH 3 (C). 

Aucun changement en termes de contraste morphologique n’a été observé sur les échantillons 

CsigSAPiTi et CsigSAPiTi – pH 5. En revanche, suite à l’immersion à pH 3, un décrochement partiel 

du biopolymère a clairement été mis en évidence. 

Les surfaces revêtues, immergées ou non en milieu acide, ont également été suivies par 

DSIMS, profilomètrie 3D et spectroscopie infrarouge (IR-ATR). Les analyses DSIMS, associées 

avec les mesures d’épaisseur obtenues en profilomètrie 3D, ont permis de suivre l’évolution de 

l’épaisseur du film du chitosane ainsi que de la composition en profondeur des revêtements. Les 

fragments suivis C+, Si+, C3H3O2
+, CH4N+, 46Ti+ et Na+ sont présentés Figure II- 25. 
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Figure II- 25 : Profils en profondeur par ToF-SIMS des fragments positifs et négatifs enregistrés sur 
CSAPiTi (a), CSAPiTi - pH 5 (b), et CSAPiTi - pH 3 en deux zones d’intérêt différents (c et d). 

Trois zones ont ainsi pu être définies sur l’échantillon référence (Figure II- 25 a) : (i) une 

couche organique attribuable au chitosane et riche en ions C+, C3H3O2
+ et CH4N+, (ii) une zone 

d’interface entre le chitosane/agent de couplage/substrat Ti et (iii) et le substrat titane. L’évolution 

de l’intensité des ions CH4N+ au niveau de l’interface, qui augmente à ce niveau puis diminue juste 

avant le maximum de détection du silicium est en accord avec l’hypothèse de la liaison entre les 

groupements amine du CS et le système APTES-AS. 

Après immersion dans une solution à pH 5, les uniques changements observés pour le 

revêtement polymère sont une diminution de l’épaisseur et de la rugosité de surface (cf 

profilomètrie 3D). Suite à l’immersion à pH 3, une hétérogénéité de surface a pu être mise en 

évidence avec pratiquement plus de traces du chitosane dans les zones détériorées mais toutefois la 

détection du silane à ces endroits (Figure II- 25 c et d). 

Cette étude a également permis d’illustrer l’importance de la combinaison des méthodes de 

caractérisations plus couramment utilisées (IR-ATR, MEB, EDS et profilmétrie 3D) à des méthodes 

fines d’analyses d’extrêmes surfaces comme l’XPS, le DSIMS et le ToF-SIMS pour caractériser 

précisément les étapes d’élaboration d’un revêtement polymère mais également son évolution en 

milieu tampon. Il est important de souligner que cette étude a permis également de fournir des 

fragments références pour les produits utilisés dans la suite de l’étude (chitosane Csig et APTES). 
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V.2 Caractérisation des étapes de la synthèse d’un échantillon obtenu 
par la voie de greffage A sur TA6V poli 

Cette étude vise, d’une part, l’évaluation précise de la chimie de surface au cours du greffage 

covalent de chitosane selon la voie de greffage A sur un substrat en alliage de titane poli (TA6V poli à 

CsigSAPi TA6V poli) et d’autre part, le suivi de la résistance du revêtement polymère en milieu 

salivaire acidifié. Un autre objectif est de comparer la tenue du CS en termes d’épaisseur et de 

répartition sur la surface. Les échantillons étudiés ici sont indiqués dans le Tableau II- 13. 

Tableau II- 13 : Echantillons caractérisés au cours de cette étude. 

Substrats TA6V poli Etape de la production du revêtement 

TA6V poli Surface initiale 

PiTA6V poli Traitement à l’eau piranha de la surface TA6V poli 

APiTA6V poli Dépôt de l’APTES sur la surface PiTA6V poli 

SAPiTA6V poli Réaction avec l’anhydride succinique sur la surface APiTA6V poli 

CsigSAPiTA6V poli Dépôt du chitosane sur la surface greffée SAPiTA6V poli 

CsigSAPiTA6V poli–pH 5 Immersion du revêtement polymère à pH 5 

CsigSAPiTA6V poli–pH 3 Immersion du revêtement polymère à pH 3 

 

V.2.1 Fragments caractéristiques de l’APTES en ToF-SIMS 

L’analyse du silane seul par ToF-SIMS est réalisé pour mettre en évidence les fragments 

caractéristiques de l’APTES (Tableau II- 14), dont certains ont été sélectionnés, de façon à suivre 

l’évolution de ce composé au cours des différentes étapes du greffage. 

Tableau II- 14 : Fragments négatifs et positifs caractéristiques de l’APTES. 

 
Ions 

négatifs 
m/z 

mesuré 
Ions 

positifs 
m/z 

mesuré 

APTES CN
-
 26.004 Si

+
 27.975 

SiO2

-
 59.967 SiHO

+
 44.979 

 
SiHO2

-
 60.975 SiH3O2

+
 62.988 

SiHO3

-
 76.968 SiH3O3

+
 78.984 

Une analyse supplémentaire réalisée sur un film autosupporté du système APTES-AS a 

permis de démontrer que la réaction entre les groupements amine du silane et l’anhydride 

succinique a bien lieu. Ainsi, les fragments négatifs et positifs (C4H5O3
+, C3H3O-, C5H6NO2

- et 

C4H3O3
-), attribuables à l’anhydride succinique et à la liaison amide attendue, ont pu être identifiés. 

La Figure II- 26 donne les intensités moyennes normalisées de chacun d’eux. Ces fragments ont été 
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suivis sur les échantillons avant et après la réaction avec l’anhydride succinique afin de contrôler 

l’efficacité de la réaction. 

 

Figure II- 26 : Intensités normalisées moyennes des fragments négatifs et positifs  

de la réaction APTES +AS dans l’éthanol. 

V.2.2 Caractérisation des étapes de greffage 

V.2.2.1 Contrôle du dépôt de silane sur la surface traitée 

Les étapes de greffage des agents de couplage (APTES et AS) ont été suivies par ToF-SIMS. 

La Figure II- 27 donne les intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs 

relevés pour les échantillons TA6V poli, PiTA6V poli, APiTA6V poli. 

 
Figure II- 27 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs  

et négatifs de TA6V poli, PiTA6V poli, APiTA6V poli (a et b). 

En comparant les résultats obtenus sur le substrat non traité et sur le substrat traité piranha, il 

apparaît une contamination du premier (TA6V poli). En effet, les fragments avec du silicium, tels que 

Si+, SiO2
- et SiHO2, sont détectés et pourraient être attribués à des traces de PolyDiMethylSiloxane 

(PDMS).  
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Suite au traitement piranha, les pics caractéristiques du substrat, comme Ti+ et TiO2
-, sont 

davantage détectés. Ce constat est associé à une diminution significative des pics attribuables à la 

contamination au PDMS. Par ailleurs, l’augmentation du ratio TiO+/Ti+ est en accord avec une 

légère oxydation chimique de la surface et une présence de sites Ti-OH. Cependant lors des 

analyses, une hétérogénéité de surface a pu être mise en évidence, due à des zones plus ou moins 

oxydées sur l’échantillon (ainsi plus moins sensibles aux différentes pollutions). 

L’étape de silanation a été suivie sur la surface polie par deux méthodes d’analyses ToF-

SIMS, à la fois par spectroscopie de surface et de l’imagerie ionique de surface (Figure II- 27 et 

Figure II- 28).  

 

Figure II- 28 : Imagerie ionique des fragments positifs et négatifs de APiTA6V poli (a et c), 

SAPiTA6V poli (b et d). 
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Ces analyses permettent de détecter les fragments caractéristiques de l’APTES sélectionnés 

précédemment. Sur la surface polie, une augmentation significative des fragments caractéristiques 

de l’APTES a ainsi pu être mise en évidence (Figure II- 27). L’imagerie ionique confirme 

également ce résultat, avec une bonne homogénéité de la couche de silane observée via la détection 

d’une répartition homogène de l’ion Si+ (Figure II- 28 c). De même, les suivis des ions Ti+ et 

TiSiHO5
-, ce dernier caractérisant la liaison entre le silane et le substrat, suggèrent par endroit au 

moins une monocouche, même si sa détection par endroit va dans le sens d’une épaisseur moindre 

sur certaines zones de l’échantillon (Figure II- 28 a). 

De plus, l’absence des fragments SiC5H12NO+ et SiC7H18NO2
+, proches de l’ion moléculaire 

de l’APTES seul, est en accord avec la réaction du silane avec le substrat et vraisemblablement la 

formation des liaisons Si-O-Si. Par ailleurs, la répartition homogène des ions Si2HO4
- observés en 

imagerie ionique (Figure II- 28 a), permet de conclure qu’une réaction de cross-polymérisation des 

silanes serait bien répartie en surface.  

 

 

En lien avec les analyses présentées en annexe de ce manuscrit, les étapes de greffage du 

silane ne semblent pas dépendantes du type de substrat utilisé dans le cadre de cette thèse. Par 

ailleurs, la détection importante de groupements azotés, caractéristiques de la fonction terminale 

amine de l’APTES, à l’extrême surface peut être interprétée comme une orientation 

préférentielle des groupements NH2 de coté de l’interface silane/air. 

 

 
V.2.2.2 Contrôle de l’état de surface suite à la réaction avec l’AS 

Lors de l’étape de réaction avec l’anhydride succinique, une modification significative de la 

surface a été observée sur l’échantillon SAPiTA6V poli par imagerie ionique (Figure II- 28). 

L’observation de l’intensité des ions Si2HO4
-, Ti2O5H- et Ti+ sur l’échantillon SAPiTA6V poli a 

clairement mise en évidence une réduction de l’épaisseur (peut-être même en densité) de la couche 

d’APTES greffée partout sur la surface (Figure II- 28 b-d). Celle-ci est néanmoins toujours détectée. 

L’évolution du fragment TiSiHO5
- est en accord avec une réduction de l’épaisseur du revêtement 

jusqu’à la monocouche et/ou mise à nu du substrat.  

Remarque : Au cours des analyses ToF-SIMS en imagerie ionique pour l’échantillon SAPiTA6V poli, 

une interférence non identifiée a perturbé le suivi de l’ion TiO3H-, nous avons donc décidé de suivre 

plutôt l’ion Ti2O5H-qui, malgré une intensité de signal légèrement différente, donne des images 

équivalentes à celles obtenues avec TiO3H-. 
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La réaction avec l’AS conduit alors à deux types de zones aléatoirement réparties sur la 

surface, une zone où les fragments caractéristiques de l’APTES sont faiblement détectés et une 

seconde zone où au contraire, ces fragments sont plus intenses, traduisant une couche plus épaisse 

et/ou plus dense. 

Dans ce contexte, il est assez difficile de mettre en évidence la réaction avec l’anhydride 

succinique. Malgré un signal faible, les fragments considérés comme caractéristique de la liaison 

amide entre l’APTES et AS (cf partie V.2.2), ont été détectés sur SAPiTA6V poli en comparaison avec 

APiTA6V poli (Figure II- 29). Après réaction avec l’AS, on remarque une augmentation significative 

de ces fragments caractéristiques, ce qui confirme la réaction entre l’AS et l’APTES pour former 

une liaison amide en surface. 

 

Figure II- 29 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs des échantillons APiTA6V poli et 
SAPiTA6V poli . 

Remarque : L’ion C3H3O+ n’est pas uniquement attribué à la liaison anhydride, en effet, d’autres 

espèces oxygénées présentes à l’extrême surface peuvent libérer ce type d’ions, d’où l’observation ici 

d’une intensité plus élevée de cet ion par rapport aux autres fragments. 

 

 

En conclusion de ces analyses, les changements de composition de surface lors des étapes 

de greffage des agents de couplage sont équivalents pour les trois types de substrat étudiés (cf 

résultats en annexe A5 pour les surfaces alliage de titane anodisée et titane brut). Il n’y a pas 

d’influence de l’état de surface initiale sur les étapes de greffage, excepté en ce qui concerne la 

présence de contaminations (surface polie la plus contaminée). 
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V.2.3 Contrôle du revêtement biopolymère et étude de la résistance 
salivaire 

V.2.3.1 Suivi du revêtement chitosane par IR-ATR 

L’analyse des échantillons par infrarouge en mode ATR, permet de vérifier la présence du 

chitosane sur les échantillons. Cependant, ces analyses ne sont pas considérées comme quantitatives 

en raison, (i) de l’hétérogénéité des surfaces de dépôt et (ii) et de la différence d’épaisseur du dépôt 

de chitosane. Les spectres enregistrés sur les échantillons CSAPiTA6V poli avant et après immersion 

sont donnés sur la Figure II- 30.  

 

Figure II- 30 : Spectres infrarouge des échantillons CsigSAPiTA6V poli (a), CsigSAPiTA6V poli – pH 5 (b et c), et 
CsigSAPiTA6V poli– pH 3 (d). 

Suite à l’immersion des échantillons revêtus dans une solution acide à pH 5, le chitosane est 

toujours bien détecté. Par contre,  après immersion à pH 3, plus aucun signal relatif au chitosane n’a 

pu être mis en évidence et ce, quelle que soit la zone analysée. Le traitement à pH 3 entraine le 

décrochement de tout le chitosane présent. 

V.2.3.2 Contrôle du dépôt CS par Tof-SIMS 

Pour confirmer ces premières conclusions, des analyses par ToF-SIMS en mode 

spectroscopie et en imagerie ionique ont été réalisées sur les mêmes échantillons et les fragments 

caractéristiques du chitosane ont été suivis (Figure II- 31). 
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Figure II- 31 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs de SAPiTA6V poli, CsigSAPiTA6V poli, 
CsigSAPiTA6V poli– pH 5 et CsigSAPiTA6V poli – pH 3 (a et b). 

Le chitosane est logiquement bien visible sur CsigSAPiTA6V poli et la diminution de l’intensité 

des fragments caractéristiques à la fois du silane et du substrat va dans le sens d’un dépôt épais du 

biopolymère. 

Après traitement en milieu acide à pH 3 et à pH 5, le dépôt du chitosane apparaît détérioré, 

voir plus détecté par endroit (Figure II- 31). Cependant, alors que le CS n’est plus détecté par IR 

(profondeur sondée de plusieurs microns), il est tout de même mis en évidence par ToF-SIMS 

(profondeur sondée =1 nm). L’imagerie ionique confirme ces résultats (donné en annexe). On ne 

peut pas conclure, ici, sur la localisation de la rupture entre le chitosane et le substrat (au niveau de 

la liaison APTES-AS et chitosane, ou au niveau de la liaison du silane au substrat). 

D’autres analyses ont donc été réalisées pour déterminer précisément l’impact de l’immersion 

acide sur les revêtements polymères (en termes de perte d’épaisseur, d’évolution de la composition 

de la matrice). 

V.2.3.3 Etude de l’épaisseur des films de CS par DSIMS 

L’analyse en spectrométrie de masse des ions secondaires en mode dynamique (DSIMS) 

permet d’obtenir un profil de répartition en profondeur en ions positifs des éléments majeurs et de 

toutes les espèces ioniques. Cette analyse permet de comparer l’épaisseur du revêtement des 

échantillons revêtus chitosane avant et après immersion en milieu acide. La localisation de la 

couche de silane intermédiaire via cette technique, permet ainsi d’avoir des informations sur la 

couche de chitosane déposée ainsi que sur la présence de silane dans les zones de décrochement. La 

Figure II- 32 récapitule l’ensemble des profils obtenus sur les échantillons. L’épaisseur du 

revêtement organique (chitosane) peut être mesurée à partir du temps d’érosion ionique nécessaire 

pour éliminer la couche. 
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Figure II- 32 : Profils en profondeur par ToF-SIMS des fragments positifs mesurés sur CsigSAPiTA6V poli (a et b), 
CsigSAPiTA6V poli – pH 5 (c et d) et CsigSAPiTA6V poli– pH 3 en deux zones d’intérêt différents (e et f). 

Remarque :  

- Les profils sont présentés en échelle linéaire, ce qui implique l’utilisation de facteurs 

multiplicatifs permettant de s’affranchir des différences de sensibilité pour mieux distinguer 

les couches et mieux localiser les espèces dans l’empilement. On considère que la couche de 

chitosane est éliminée lorsque l’intensité de C+ avant l’interface a diminué de 50 % ou bien 

lorsque l’intensité de 46Ti+ a atteint 50 % de sa valeur après l’interface. Contrairement à la 

première étude, nous avons choisi de ne pas présenter ici le suivi de l’intensité des ions 
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C3H3O2
+ (fragment caractéristique du CS), en raison de la faible détection de ces fragments en 

fonction des échantillons analysés. 

- Grâce aux vitesses d’abrasion des couches de chitosane obtenues précédemment, nous 

pouvons déterminer l’épaisseur des films de chitosane avant et après traitement acide. 

L’échantillon CSAPiTA6V poli peut être divisé en trois zones (Figure II- 32 a et b). La première 

correspond au film de chitosane Csig (détection des fragments C+ et CH4N+), celle-ci diminue 

progressivement jusqu’à la seconde zone attribuée à la transition Csig/APTES-AS/TA6V poli. Cette 

seconde zone se caractérise par une augmentation puis une diminution de l’intensité de l’ion Si+, 

attribuée à la couche de silane. De la même façon, toujours sur cette seconde zone, on observe 

l’augmentation puis la diminution de l’intensité des ions CH4N+ qui sont localisés à l’interface entre 

le substrat et la couche organique, juste avant la détection du maximum de l’ion silicium. Ces 

résultats sont en accord avec une liaison amide entre les groupements amine du chitosane et le 

système de couplage APTES/AS (cf V.1). La dernière zone correspond à la détection du support 

(augmentation de l’intensité des ions isotropes 46Ti+).  

Quel que soit l’échantillon (CSAPiTA6V poli, CSAPiTA6V poli-pH5 et CSAPiTA6V poli-PH3), une 

différence significative de l’épaisseur du chitosane peut être observée à différents endroits d’un 

même échantillon. Les deux traitements acides présentes deux types de zones, une zone où il reste 

du chitosane et une autre zone où le chitosane a été fortement dégradé (Figure II- 32 c, d, e et f). Au 

niveau des zones de décrochement, on remarque que les fragments caractéristiques de la couche 

organique (C+ et CH4N+) ainsi que les ions Si+ sont rapidement éliminés lors de l’abrasion par 

DSIMS, signe de la détérioration quasi-totale du film de chitosane mais également du silane. 

De façon générale, les dépôts de chitosane sur substrat TA6V poli résistent peu en milieu 

salivaire à pH 3 et à pH 5. 

Un récapitulatif des épaisseurs du revêtement chitosane avant et après traitement en milieu 

acide pour les surfaces polies a été réalisé dans le Tableau II- 15. 

Tableau II- 15 : Evolution de l’épaisseur du revêtement CS sur TA6V poli avant et après 
 immersion en milieu acide pH 3 et pH 5. 

 Epaisseur du revêtement (μm) 

CsigSAPiTA6V poli 1,87 ± 0,61  

 Mesure au point 1 Mesure au point 2 

CsigSAPiTA6V poli–pH 5 0 1,39 

CsigSAPiTA6V poli–pH 3 0 0,87 

D’une manière générale, les valeurs reportées dans le tableau montrent bien une hétérogénéité 

de l’épaisseur de chitosane déposé sur la surface. Cette épaisseur peut varier du simple au double 

selon la zone. 
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Après traitement en milieu acide à pH 5, la perte d’épaisseur pour la surface polie est faible 

mais des zones de décrochement complet du chitosane sont observées. Après immersion à pH 3, 

l’épaisseur du revêtement chitosane a fortement diminuée avec également des zones de 

décrochement complet du chitosane par endroit. 

 

 

En résumé des résultats de l’ensemble des caractérisations réalisées sur le greffage A sur 

différents états de surface (annexe et manuscrit), on peut conclure que les étapes de greffages 

sont équivalentes quels que soient la nature chimique du substrat (Ti ou TA6V) ou l’état de 

surface (brute, anodisée ou polie). Par contre, des observations différentes ont été réalisées sur le 

comportement de la couche de chitosane lorsqu’elle est immergée en solution acide. Le Tableau 

II- 16 reprend les valeurs importantes des caractérisations de l’évolution de la couche de 

chitosane. 

 

 

Tableau II- 16 : Récapitulatifs des résultats obtenus pour la voie A sur les trois types de surface étudiées. 

 Surface Ti Surface TA6V anod Surface TA6V poli 

 Annexe A5+ résumé (V.1) Annexe A5 Manuscrit (V.2) 

Etapes de greffage Changement de composition de surface comparable lors des étapes du procédé 

Epaisseur du Csig 15,95 ± 1,13 μm 7,04* μm 1,87 ± 0,61 μm 

Dégradation à pH 5 Perte d’épaisseur Perte d’épaisseur Perte d’épaisseur + 
décrochement du Csig 

Epaisseur du Csig après 
pH 5 9,56 ± 0,11 μm 5,33* μm 0 1,39 μm 

Dégradation à pH 3 Perte d’épaisseur + 
décrochement du Csig 

Perte d’épaisseur + 
décrochement du Csig 

Perte d’épaisseur + 
décrochement du Csig 

Epaisseur du Csig après 
pH 3 11,40 ± 2,90 μm 0,76 μm 0,42 μm 0 0 0,87 μm 

*en raison de l’homogénéité des surfaces, une seule mesure d’épaisseur a été effectuée par DSIMS.  

Après traitement en milieu acide à pH 5, tous les échantillons présentent une perte 

d’épaisseur plus ou moins marquée. Le substrat TA6V anod est ainsi le support où la perte d’épaisseur 

par rapport à la surface initiale est la moins importante. Dans le cas de la surface polie, cette perte 

d’épaisseur s’accompagne d’un détachement complet du chitosane par endroit. 

Suite à l’immersion en milieu acide à pH 3, tous les échantillons présentent à la fois une perte 

d’épaisseur et un détachement partiel du chitosane déposé. Dans les cas des surfaces anodisée et 

polie, l’épaisseur de chitosane restante est similaire. Le dépôt résiste mieux au traitement à pH 3 en 
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termes d’épaisseur pour l’échantillon Ti. Cependant en termes de superficie recouverte par le 

chitosane, la surface la plus performante est la surface anodisée. 

 

 

Bien que la voie de greffage A permette une certaine tenue du revêtement de CS en milieu 

acide (pH 5), l’épaisseur de la couche diminue significativement suite à l’immersion à pH 3.  

 

 

On remarque que l’étape d’ajout de l’anhydride succinique peut être problématique. En effet, 

les caractérisations de surface mettent en avant la modification de la couche de silane suite à cette 

étape (diminution et endommagement). Dans le même sens, même si les fragments permettant de 

suivre la liaison amide ont été détectés, leurs intensités restent faibles et laissent supposer que le 

rendement de cette réaction est faible. 

V.3 Etude de la voie de greffage B sur une surface brillantée 

Cette dernière étude a été réalisée avec le procédé de greffage que nous avons considéré 

comme le plus pertinent dans la partie élaboration. Il s’agit du greffage selon la voie B sous 

atmosphère inerte sur une surface en alliage de titane brillantée et utilisant du chitosane de grade 

médical. Les échantillons étudiés sont récapitulés dans le Tableau II- 17. 

Tableau II- 17 : Résumé des échantillons analysés dans cette étude. 

Substrats TA6V brill Etape de la production du revêtement 

TA6V brill Surface initiale 

PiTA6V brill Traitement à l’eau piranha 

TPiTA6V brill Dépôt du TESPSA sur la surface activée par le traitement piranha 

CsigTPiTA6V brill Dépôt du chitosane sur la surface greffée TESPSA 

CsigTPiTA6V brill –pH 5 Immersion du revêtement polymère à pH 5 

CsigTPiTA6V brill –pH 3 Immersion du revêtement polymère à pH 3 

 

V.3.1.1 Fragments caractéristiques du TESPSA en ToF-SIMS 

De la même manière que précédemment, pour suivre précisément le greffage de tous les 

intermédiaires et en particulier du silane (TESPSA) par ToF-SIMS, il est nécessaire de connaître les 

fragments caractéristiques de la signature du TESPSA. Ceux sélectionnés à partir du spectre de 

référence sont donnés dans le Tableau II- 18. Il est logique de constater plusieurs fragments 
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similaires entre APTES et TESPSA, ces deux organosilanes ne se différenciant que par leurs 

groupements fonctionnels. 

Tableau II- 18 : Fragments négatifs et positifs caractéristiques du TESPSA 

 Ions négatifs  m/z mesuré Ions positifs m/z mesuré 

TESPSA SiO2
- 59.967 Si+ 27.975 

 SiHO2
- 60.975 SiHO+ 44.979 

 SiHO3
- 76.968 SiH3O2

+ 62.991 

 CHO2
- 44.999 SiH3O3

+ 78.984 

 C2H5O- 45.034 C3H3O+ 55.019 

 

V.3.1.2 Contrôle des étapes du greffage du TESPSA 

- Caractérisation de la chimie de surface par X-ray Photoelectron Spectroscopy (XPS) 

Les analyses XPS ont été effectuées sur les échantillons TA6V brill, PiTA6V brill et TPiTA6V brill. Les 

compositions des éléments atomiques sont données dans le Tableau II- 19. Les mesures sont 

réalisées en deux zones d’intérêts différents. 

Tableau II- 19 : Compositions en éléments atomiques exprimés en pourcentage sur les échantillons TA6V 
brill déterminées by XPS. Autres = contaminations en surface comme  S, Ca, Zn. 

% 
atomique TA6V brill PiTA6V brill TPiTA6V brill 

C1s (%) 34,8  ± 0,9 30,7 ± 0,4 54,1  ± 0,3 

N1s (%) 1,3 ± 0,1 1,5 ± 0.7 2,8 ± 0.3 

O1s (%) 46,9 ± 0,6 49,6 ± 0,3 32,2 ± 0,3 

Ti2p (%) 13,3 ± 0,3 12,7 ± 0,1 0.0 ± 0.0 

Si2p (%) 0,0 ± 0,0 0.0 ± 0.0 10,9 ± 0,7 

Al2p (%) 2,6 ± 0,1 4,2 ± 0,0 0,0 ± 0,0 

Autres (%) 1,2 ± 0,2 1,2 ± 0,7 0,0 ± 0,0 

Premièrement, à la vue des résultats, on peut conclure que tous les échantillons sont pollués 

par des composés organiques et azotés (contamination industriel). Suite au traitement piranha, le 

pourcentage de carbone diminue, même s’il est toujours détecté à la surface de titane PiTA6V brill 

(impossible de s’affranchir complètement de cette contamination). Le pourcentage d’oxygène 

augmente, avec en parallèle une augmentation des contaminations qui masquent partiellement la 

surface. 

Suite à l’étape de greffage du silane, on observe comme attendu une augmentation des 

intensités des signaux relatifs au carbone et au silane tandis que le substrat titane n’est plus détecté 

(épaisseur de la couche de silane supérieur à 10 nm). Le dépôt de silane déposé est ainsi bien 

homogène sur le substrat de titane TA6V brill. Par ailleurs, la déconvolution du signal relatif à 
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l’élément carbone C1s (en annexe) des deux échantillons PiTA6V brill et TPiTA6V brill, permet de 

distinguer une augmentation de la teneur en liaisons O=C-O pour l’échantillon TPiTA6V brill (à 289 

eV). En comparaison avec les valeurs obtenus sur le TESPSA seul, on peut supposer que le dépôt 

riche en silicium et en liaison O=C-O correspond bien au greffage avec succès du silane sur la 

surface TA6V brill. 

- Contrôle du dépôt de silane par ToF-SIMS 

Les échantillons ont été analysés par ToF-SIMS avant et après dépôt du TESPSA (Figure II- 

33). Suite au dépôt de silane, on observe un masquage complet du substrat, ainsi qu’une 

augmentation significative des fragments caractéristiques du silane. Par ailleurs, l’absence des 

fragments moléculaires SiC13H25O6
+ et SiC13H25O7

- sur la surface TPiTA6V brill va dans le sens d’une 

réaction effective entre la surface et le silane et probablement également à une réaction de cross-

polymérisation entre deux silanes.  

 

Figure II- 33 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs de PiTA6V brill, TPiTA6V brill (a et b). 

V.3.1.3 Contrôle du dépôt de chitosane et étude de sa résistance en milieu 
salivaire 

- Evaluation de l’épaisseur du chitosane par profilomètrie optique  

Des mesures effectuées en profilomètrie optique 3D ont montré que la couche de chitosane 

Ckit a une épaisseur variable en fonction de la zone sondée, allant de 700 nm, en périphérie, à plus 

de 10 μm au centre de la pastille) (images de profilomètrie 3D en annexe A5) avec une moyenne de 

7,77 ± 2,18 μm d’épaisseur lors des mesures des cratères de chitosane. 

- Mise en évidence du dépôt de CS par IR-ATR 

Le contrôle du dépôt de chitosane Ckit a été validé par des caractérisations infrarouge (Figure 

II- 34 a et b).  
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Figure II- 34 : Spectres infrarouge enregistrés sur les des échantillons CkitSAPiTA6V brill (a), CkitSAPiTA6V brill – pH 5 
(b), et CkitSAPiTA6V brill– pH 3 (c). 

Suite aux immersions en milieu acide, on peut observer visuellement une tenue du chitosane 

après 24 h d’immersion en milieu acide pH 5 et pH 3. Suite aux analyses IR, on observe la signature 

caractéristique du chitosane Ckit, bien que l’intensité soit relativement faible.  

- Morphologie de surface par MEB 

Les clichés MEB enregistrés sur les échantillons avant et après immersion à pH 3 prouvent le 

maintien du polymère, même après le traitement le plus drastique (Figure II- 35). 

 

Figure II- 35 : Images MEB en mode électrons secondaires des échantillons CkitTPiTA6V brill (A) et CkitTPiTA6V brill -
pH 3 (B). 

- Chimie de surface par ToF-SIMS 

Suite à l’analyse ToF-SIMS, la présence des fragments caractéristiques du chitosane Ckit est 

bien retrouvée sur l’échantillon CkitTPiTA6V brill. En ce qui concerne les échantillons CkitTPiTA6V brill -

pH 3 et CkitTPiTA6V brill -pH 5, la présence de chitosane est également détectée sur les surfaces. 

Cependant, on note un fort masquage des fragments du chitosane à cause d’une contamination 

importante de la surface, en sels alcalins de type KCl, NaCl ou phosphate de calcium (Ca3(PO4)2), 
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provenant de la solution salivaire artificielle. Du fait de ces contaminations, on ne peut pas conclure 

si le chitosane est dégradé ou non.  

- Profils DSIMS 

L’analyse DSIMS de l’échantillon avant immersion a été réalisée et les profils en profondeur 

des fragments positifs mesurés sur CkitSAPiTA6V brill à deux zones d’intérêt différents de l’échantillon 

sont donnés sur la Figure II- 36. 

 

Figure II- 36 : Profils en profondeur par ToF-SIMS des fragments positifs mesurés sur CkitSAPiTA6V brill à deux 
zones d’intérêt différents de l’échantillon (a et b). 

Sur l’échantillon, on retrouve bien la succession des trois zones (couche organique attribuée 

au chitosane puis interface Ckit-TESPSA-TA6V brill et enfin substrat nu TA6V brill) visibles sur les deux 

graphes de la Figure II- 36.  

En ce qui concerne les données brutes obtenues pour les deux échantillons après traitement en 

milieu acide, les profils DSIMS mesurés sont difficilement exploitables car les différentes mesures 

semblent sujettes à des effets de matrice et/ou de charges dues aux différentes traces de la solution 

salivaire (cf contamination partie ToF-SIMS). L’évolution de l’épaisseur des couches organiques 

restantes ne peut pas ainsi être clairement étudiée dans ce cas présent, mais elles permettent de 

confirmer toutefois la présence du biopolymère en surface. En effet, les profils mesurés montrent 

qu’il n’y a pas de pénétration directe dans le substrat à partir de la surface, donc qu’il y a bien 

une certaine épaisseur de couche organique qui serait bien le chitosane Ckit. 
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En conclusion de ces analyses, l’immersion en milieu salivaire a donc fortement contaminé 

la surface du revêtement chitosane Ckit mais ce dernier est toujours présent sur le substrat TA6V 

brill. Le greffage d’un revêtement de chitosane sur un substrat en alliage de titane brillanté via la 

voie de greffage B, apparaît ici comme la voie la plus prometteuse, en lien spécifiquement avec sa 

tenue en milieu salivaire acide (pH 3 et pH 5). C’est donc la voie qui a été sélectionnée et qui sera 

étudiée dans la suite du manuscrit. 

 

VI. Application de la voie sélectionnée à la fabrication 
d’un prototype  

Parallèlement à la mise au point et l’optimisation du revêtement de chitosane sur une surface 

modèle, il nous a semblé intéressant de tester le dépôt sur un prototype d’implant, de façon à 

montrer que le procédé développé en laboratoire est transposable sur un outil industriel. Plus 

précisément, dans le cadre de ce projet, il a été choisi par le consortium d’utiliser une vis de 

cicatrisation et non un implant dentaire. La présence de la vis de cicatrisation dans la cavité orale 

n’est que temporaire et elle sera retirée après quelques semaines ou quelques mois pour être 

remplacée par le pilier prothétique sur lequel sera fixé la prothèse (Figure II- 37).  

 

Figure II- 37 : Illustrations des différentes étapes nécessaires lors de la pose d’un implant dentaire avec une phase 
de cicatrisation (images fournies par Global D). 

Comme cela est illustré sur la Figure II- 38, il n’est pas nécessaire de recouvrir entièrement la 

vis de cicatrisation, seule la partie en contact étroit avec les tissus mous doit être revêtue. 
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Figure II- 38 : Représentations de la zone à revêtir. 

VI.1 Application de la voie sélectionnée 

VI.1.1 Adaptation du protocole expérimental 

La transposition du protocole expérimental de laboratoire à l’échelle du prototype demande 

nécessairement une adaptation. Dans ce sens, Global D nous a fourni un lot de prototypes avec des 

indications précises quant aux zones à revêtir (Figure II- 39) ou non. 

 

Figure II- 39 : Schéma du prototype et localisation précise des zones à revêtir ou non  
(images fournies par Global D). 

En ce qui concerne les zones à ne pas revêtir, une solution efficace a été trouvée pour la zone 

. En effet cette zone est, normalement vissée sur l implant lors de la pose chez le patient. 

L’implant en question est alors utilisé comme masque (en se visant sur la zone ) pour ainsi éviter 

le dépôt du revêtement polymère. En revanche, il a été décidé, dans un premier temps, de ne pas 

tenir compte de la zone , celle-ci sera donc recouverte et une solution devra être trouvée, dans un 

second temps, pour la combler avec un matériau neutre tel que le Téflon. 

Expérimentalement, nous avons préparé, d’une part, un dispositif en Téflon (Figure II- 40) 

permettant de fixer plusieurs vis de cicatrisation et d autre part, nous avons dû adapter la dimension 

de la verrerie de façon à pouvoir immerger complètement les vis. 

Ensuite, toutes les étapes du protocole de dépôt selon la voie B (TESPSA et Ckit) ont été 

réalisées en respectant les atmosphères, concentrations, durées et températures. La différence 

principale du montage utilisé par apport au montage laboratoire est que les prototypes sont 
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maintenus en position verticale lors de l’étape de séchage après dépôt du chitosane par dip-coating. 

Le risque, dans ces conditions, est d’avoir une accumulation de polymère au niveau de la zone 

incurvée de l’échantillon. 

 

Figure II- 40 : Montage expérimental pour application de la voie sélectionnée aux vis de cicatrisation. 

VI.1.2 Caractérisations des échantillons 

Après séchage en étuve, les vis traitées présentent un léger changement de couleur en 

comparaison avec le prototype non revêtu, laissant penser que du chitosane est bien présent. Les 

échantillons ont été caractérisés avant et après revêtement par microscopie (MEB) et par 

spectroscopie infrarouge en mode ATR. 

VI.1.2.1 Détection du dépôt de Ckit par IR-ATR 

Des analyses IR (en mode ATR) ont été réalisées afin de mettre en évidence la présence du 

dépôt sur le prototype. Les spectres enregistrés sur les vis nue et recouverte sont proposés sur la 

Figure II- 41 et comparés à un spectre enregistré sur une surface modèle CkitTPiTA6V brill. 

Premièrement, on peut observer sur le spectre enregistré sur la vis de départ (Figure II- 41 c), la 

présence d’un signal vers 1090 cm-1, non attendu et sans doute attribué à une contamination due 

probablement à l’emballage. Ensuite, la comparaison des deux spectres obtenus sur vis et surface 

modèle revêtues (Figure II- 41 a et b) montre bien une signature équivalente et caractéristique du 

chitosane (cf partie II de ce chapitre). En effet, même si l’intensité des signaux présents sur le 

spectre de la vis est plus faible (peut-être en lien avec la position de l’objet lors de l’analyse), la 

présence du chitosane sur le prototype après la voie de greffage est bien confirmée. 
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Figure II- 41 : Spectres infrarouge (IR-ATR) d’une surface modèle CkitTPiTA6V brill (a), d’un prototype revêtu par 

le procédé (b), d’un prototype non revêtu (c). 

VI.1.2.2 Analyse topographiques et chimiques des surfaces 

Des observations MEB ont été réalisées sur les deux vis, nue et recouverte par le 

biopolymère. Cependant, la vis présente au moins trois zones d’intérêt comme cela est illustré sur la 

Figure II- 42. Dans ce sens, plusieurs observations ont été faite de façon à prendre en compte le 

maximum de zones (Figure II- 42 et Figure II- 43). 

 

Figure II- 42 : Illustration des trois zones correspondant à des états de surface différents du prototype. 

Les images enregistrées sur les différentes zones et les différents échantillons sont proposés 

sur la Figure II- 43. 
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Figure II- 43 : Images MEB en mode électrons secondaires d’un prototype non revêtu (A) et revêtu (B) au niveau 
des zones 1, 2 et 3. 

La première observation faite est que le prototype présente des états de surface très différents 

en fonction des zones étudiées. La zone 1 se caractérise par la présence de stries espacées d’environ 

4 μm. Suite au dépôt du Ckit, on peut observer un comblement partiel des sillons (Figure II- 43 A1 et 

B1). Néanmoins, cette zone est marquée par quelques hétérogénéités dans le greffage de l’agent de 

couplage et/ou le dépôt du CS. 

La deuxième zone, au milieu de la tête de vis, correspond à la partie à revêtir absolument. 

D’après les observations MEB, cette zone se caractérise par des stries plus rapprochées et des 

sillons moins marqués (Figure II- 43 A2). Après le dépôt, on constate le masquage en quasi totalité 

de la rugosité de surface (Figure II- 43 B2), les stries sont toujours visibles mais moins marquées 

que sur la zone 1 revêtue. 

En ce qui concerne la troisième et dernière zone, les stries dues à l’usinage sont moins 

marquées, on observe par endroits des débris dus à l’usinage des échantillons (Figure II- 43 A3). 

Après dépôt du revêtement, on observe un comblement complet de la surface même si on devine les 

débris sous le revêtement (Figure II- 43 B3). De plus, au niveau de cette zone, on peut observer 

quelques craquelures en surface, qui peuvent être dues au séchage d’une surépaisseur de chitosane.  

Enfin, le prototype revêtu a été caractérisé par EDS. Les spectres de survol, enregistrés au 

niveau des trois zones, montrent tous la détection des éléments carbone, d’oxygène et d’azote 

caractéristiques du chitosane. Par ailleurs, sur la zone 2, on remarque, en plus, la présence de 

l’élément silicium caractéristique de l’agent de couplage et également la détection des éléments 



Chapitre II – Elaboration des revêtements de chitosane 

 

  118 

aluminium et titane, caractéristiques du substrat. A certains endroits de la zone 2, il semble ainsi que 

la vis n’est pas été recouverte de façon très homogène (Figure II- 44). 

 

Figure II- 44 : Analyses EDS de la zone 2 après le greffage covalent du chitosane à deux endroits différents de 
l’échantillon (a et b). 

VI.2 Caractérisation après immersion dans un milieu tampon  

VI.2.1 Conditions expérimentales 

Afin de déterminer la tenue du prototype en milieu acide, un test d’immersion dans un milieu 

tampon (pH=4,5) pendant une heure a été réalisé. Brièvement, le prototype revêtu chitosane via le 

procédé de greffage est immergé dans 10 mL d’une solution tampon acétate (0,2 M d’acide acétique 

et 0,15 M d'ammonium acétate) pendant 1 h. Après deux rinçages dans un bain d’eau distillée, 

l’échantillon est ensuite séché à température ambiante pour ensuite être caractériser à la fois par 

MEB et par infrarouge en mode ATR. 

VI.2.2 Caractérisations des échantillons 

La présence de chitosane a été validée par une analyse IR-ATR. En effet, le spectre enregistré 

sur le prototype revêtu après immersion et rinçage est proposé sur la Figure II- 45 et comparé avec 

le spectre enregistré sur la vis revêtue avant immersion (Figure II- 45 a) présente toujours la 

signature du chitosane et valide le maintien du polymère après immersion en pH acide.  
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Figure II- 45 : Spectres infrarouge enregistrés sur un prototype revêtu par le procédé avant (a), et après immersion 
dans un milieu tampon pendant 1 h (b). 

Par ailleurs, des images MEB ont été enregistrées sur la vis recouverte après immersion et 

rinçage. A nouveau, les trois zones d’intérêt ont été observées plus particulièrement (Figure II- 46). 

 

Figure II- 46 : Images MEB en mode électrons secondaires d’un prototype revêtu et immergé dans un milieu 
tampon pendant 1 h au niveau des zones 1, 2 et 3. 

Ces observations MEB permettent de mettre en évidence une dégradation différente du 

chitosane en fonction des zones analysées (Figure II- 46). Au niveau des zones 1 et 2, on observe un 

décrochement partiel du revêtement, dévoilant par endroit le substrat. En ce qui concerne la zone 3, 

il n’y a pas de modification significative suite à l’immersion dans un milieu tampon. 

Enfin, une caractérisation EDS de l’échantillon revêtu Ckit traité en milieu tampon a été 

réalisée. Le spectre de survol confirme la présence du chitosane sur chaque zone avec une 

hétérogénéité de surface marquée par la détection par endroit du substrat (Al,Ti). 
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En conclusion de ce chapitre, deux voies de greffage sur plusieurs substrats ont été 

explorées : la voie A correspondant au greffage APTES + AS et la voie B utilisant un silane 

fonctionnalisé par une fonction anhydre acide (le TESPSA). 

Les différents revêtements biopolymères ont été caractérisés lors de leur étape de synthèse 

mais également suite à leur immersion dans un milieu acidifié. Les meilleurs résultats en termes 

de reproductibilité et de tenue en milieu salivaire acide ont été obtenus avec le greffage B, réalisé 

sous atmosphère inerte sur une surface TA6V brillantée. Enfin, le transfert de ce procédé a été 

effectué avec succès sur un prototype. 
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Dans ce chapitre, nous allons étudier les revêtements polymère selon deux points importants du 

cahier des charges. Ainsi, la première partie concerne l’étude de la restitution progressive du 

biopolymère dans un milieu à bas pH. La seconde partie est, quant à elle, dédiée à l’étude de l’impact 

des méthodes de stérilisation sur les caractéristiques du revêtement polymère (morphologie, 

mouillabilité, rugosité, masse molaire et DA). 

I. Restitution du biopolymère en milieu acide 

Afin de valider la tenue du revêtement polymère et de quantifier sa durée d’activité dans la 

cavité buccale, il est nécessaire d’étudier sa cinétique de dégradation (restitution) dans un milieu 

expérimental proche du milieu réel. Dans ce contexte, il est envisagé de doser la quantité de chitosane 

restitué après immersion du revêtement dans un milieu tampon acide. Il existe, dans la littérature, 

plusieurs méthodes pour quantifier le chitosane : (i) par marquage du chitosane par un composé 

fluorescent, la rhodamine, lier au CS via un isothiocyanate [1], (ii) par dosage du chitosane par 

absorbance à 290 nm dans une solution tampon phosphate salin (PBS) [2] et (iii) par dosage 

colorimétrique. La méthode de marquage du chitosane par un composé fluorescent est assez sensible et 

directe, mais cette méthode n’a pas été retenue à cause des éventuelles modifications qu’elle peut 

engendrer sur les propriétés du chitosane en solution (viscosité, interaction entre les chaînes). Une 

méthode similaire consiste à employer la ninhydrine, composé réagissant préférentiellement avec les 

groupements amine primaire pour former un produit coloré facilement détectable et quantifiable par 

spectrophotométrie UV-visible [3]. Pour les dosages colorimétriques en retour, il existe plusieurs 

composés capable de se fixer au chitosane tels que l’acide 2,4, 6-trinitrobenzenesulfonique (TNBS) 

[4], le colorant Coomassie Brillant [5] et l’orange II [1]. 

I.1 Principe du dosage colorimétrique à l’orange II 

La méthode choisie pour cette étude s’inspire des travaux de Brunel et al. qui utilisent l’orange 

II, colorant anionique pour doser en retour, par colorimétrie, la quantité de chitosane présent dans des 

nanoparticules [6]. Dans une étude récente, il a été démontré que la réaction de complexation de 
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l’orange II avec les groupements amine libres du chitosane est sensible et spécifique, permettant, 

aisément, de remonter à une quantité de chitosane si le DA est connu [7]. 

Il s’agit d’un dosage dans lequel un excès connu d’orange II est introduit à une solution de 

chitosane. Dans des conditions de pH spécifiques, l’orange II se complexe sur les groupements 

ammonium du chitosane selon l’équation de la Figure III - 1. 

 
Figure III - 1 : Schéma de la réaction de complexation du chitosane par un colorant anionique (Orange II) (Brunel et 

al., 2008). 

L’excès de colorant (non complexé), récupéré dans le surnageant après centrifugation, est 

alors mesuré par absorbance par spectroscopie UV-visible (485 nm). Cette réaction de complexation 

nécessite des conditions de pH strictes qui peuvent être facilement obtenues dans un tampon pH = 4,5 

(0.15 M d’acétate d'ammonium et de 0.2 M d’acide acétique). La différence avec la quantité 

initialement présente permet, par le calcul, de remonter à la quantité d’orange II complexé et donc au 

nombre de sites ammonium présent. 

La masse de chitosane est calculée, à partir de la concentration de NH3+ (dosée) selon 

l’équation III-1 : 

 

mcs = Masse de chitosane mesurée 

%eau = Quantité d’eau que contient le CS solide (déterminée par ATG) 

V = Volume de solution tampon 

Mo = Masse  molaire moyenne de CS par unité défini par l’équation  
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Les valeurs 203 et 161 correspondent aux masses molaires d’un résidu N-acétylglucosamine 

(GlcNAc) et d’un résidu de glucosamine (Glc), respectivement. 

I.2 Conditions expérimentales du dosage 

L’ensemble des mesures a été effectué au Laboratoire d’Ingénierie des Matériaux Polymères, 

en collaboration avec Agnès Crépet. 

A titre comparatif, toutes les mesures de restitution sont réalisées, à la fois, sur des revêtements 

polymère greffés (CkitTPiTA6V brill) et sur des revêtements simplement déposés (sans greffage covalent) 

sur alliage de titane (CkitTA6V brill). Les échantillons sont immergés en solution acide pendant un temps 

donné. Les solutions d’immersion sont récupérées et la quantité de chitosane présente dans les 

solutions est déterminée par calcul à l’aide des données issues des dosages colorimétriques. Le 

protocole expérimental est détaillé dans la partie annexe. 

La mise au point d’un protocole fiable et reproductible a nécessité un nombre important 

d’expériences. Initialement, il a été envisagé de conserver comme milieu d’immersion, les solutions 

salivaires artificielles acidifiées à pH 3 et 5. Ces conditions imposent, alors, la cryogénisation des 

solutions et l’évaporation des milieux d’immersion pour les reprendre dans le milieu tampon, 

indispensable à la réaction de complexation. Cependant, la complexité de ces étapes supplémentaires 

liée aux réactions parasites éventuelles entre les composés de la solution salivaire artificielle et 

l’orange II, n’a pas permis d’aboutir, dans ces conditions expérimentales, à des résultats concluants. 

Pour simplifier les mesures, intrinsèquement complexes, il a donc été décidé, en première approche, de 

réaliser les immersions directement dans la solution tampon. 

Dans la suite de cette partie, la quantité de chitosane restitué a été évaluée à la fois sur des temps 

courts (5, 10, 25, 30 min jusqu’à 24 h) et sur des temps longs (15 jours). 

I.3 Etude de la restitution du chitosane sur des temps courts 

I.3.1 Tests préliminaires 

Les expériences suivantes ont donc été effectuées dans une solution tampon d’acétate 

d’ammonium (0.15 M d’acétate d'ammonium et de 0.2 M d’acide acétique (pH = 4,5)) comme milieu 

d’immersion et l’étude de la restitution du chitosane a été réalisée à des temps courts  (5, 10, 15, 20, 

25, 30, 60 minutes, 8 et 24 heures) dans le cas d’un simple dépôt (CkitTA6V brill) et dans le cas d’un 

dépôt de chitosane greffé (CkitTPiTA6V brill). Les quantités de chitosane restitué sont dépendantes du 

temps d’immersion et les ordres de grandeurs sont très différents d’un échantillon à l’autre. Dans ces 
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conditions, il a été nécessaire de réaliser plusieurs dilutions des solutions récupérées de façon à rester 

dans la gamme d’absorbance du colorant. Ces manipulations supplémentaires demandent beaucoup de 

précision pour la cohérence des résultats. Après calculs, les valeurs en masse de chitosane récupéré 

dans les solutions d’immersion sont placées sur un graphe en fonction du temps d’immersion et de 

l’échantillon analysé (avec ou sans greffage) (Figure III - 2). 

 

Figure III - 2 : Quantité de chitosane restitué (en masse) au cours du temps dans le cas d’un simple dépôt de chitosane 
(CkitTA6V brill) et dans le cas d’un dépôt par greffage covalent (CkitTPiTA6V brill). 

Le graphe présente deux courbes d’allures assez similaires mais décalées en échelle des 

ordonnées. Ceci permet de montrer une cinétique de restitution du chitosane plus lente dans le cas 

d’un dépôt de Ckit par greffage covalent par rapport à un simple dépôt. On constate également une 

stabilisation de la quantité de Ckit restitué dans les deux procédés de dépôt du biopolymère. Par 

ailleurs, dans le cas d’un simple dépôt ce palier est atteint au bout de 20 min alors qu’il faut  plus de 8 

h pour le dépôt par greffage covalent. On peut également noter une faible différence de masse restante 

entre la quantité de chitosane restitué après 24 h pour CkitTPiTA6V brill et pour CkitTA6V brill.  

Pour confirmer les résultats obtenus à 24h pour les deux types d’échantillons, des 

caractérisations infrarouges en mode ATR-FTIR ont été réalisées sur différentes zones des 

échantillons (n=2) (Figure III - 3). 
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Figure III - 3 : Spectres Infrarouge des échantillons CkitTPiTA6V brill (a) et CkitTA6V brill (b) 

 après 24h d’immersion en milieu tampon. 

Les spectres confirment les observations visuelles et les résultats des dosages. En effet, le Ckit 

est toujours bien détecté sur l’échantillon CkitTPiTA6V brill après 24h d’immersion en milieu tampon, 

alors que plus une trace de chitosane n’est observée sur l’échantillon avec le simple dépôt. 

Pour s’assurer de la reproductibilité de la méthode et des résultats, une deuxième série 

d’expériences a été réalisée dans les mêmes conditions. Ainsi, des résultats tout à fait comparables ont 

été obtenus et confirment que la cinétique de restitution du chitosane apparait plus lente dans le cas du 

chitosane fixé sur l’échantillon par greffage covalent, par rapport au chitosane déposé simplement par 

dip coating sur une même surface de titane. 

Enfin, à titre comparatif, la masse de chitosane déposé a été déterminée sur de nouvelles 

pastilles avant et après « simple dépôt » du chitosane, de façon à accéder à la masse du dépôt. Ainsi, 

en moyenne la masse de chitosane présente sur une pastille après un « simple dépôt » est de 0,85 ± 0,5 

mg, alors que le dosage permet de remonter à une valeur sensiblement plus faible de 0,65 mg pour 

l’échantillon qui a été immergé 24 h (non détection par IR du chitosane). Bien qu’elles soient du 

même ordre de grandeur, une différence non négligeable existe entre les deux masses mesurées. On 

peut émettre plusieurs hypothèses : (i) la sensibilité de la méthode de dosage est de ± 30%, (ii) le 

chitosane déposé ne se dissout pas entièrement dans la solution tampon (Ckit trop concentré ou 

agrégats de Ckit insoluble en milieu acide), il n’est donc pas entièrement complexé et (iii) la masse de 

chitosane présente initialement sur la surface de l’échantillon n’est pas identique pour chacun des 

échantillons étudiés. 

La première hypothèse peut être facilement réfutée via des expériences complémentaires de 

dosage de quantités connues et maitrisées de chitosane, qui montrent un accord strict entre masses 

introduites et masses mesurées par dosage. 
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Concernant les potentielles difficultés de dissolution du Ckit mis en forme dans la solution 

tampon, nous avons réalisé des essais de dissolution de films autosupportés de Ckit à 2%, de masses 

connues, dans deux volumes de solution tampon (9 et 18 mL), pendant 6 jours. Toutes les solutions 

ont, ensuite, été dosées selon notre protocole et les résultats ont montrés que tout le chitosane dissout a 

bien été retrouvé. Dans le même sens, aucune influence du volume de solution tampon utilisé sur la 

quantité de CS dosée n’a été démontrée. Il n’y a donc pas d’influence de la dilution sur les résultats 

obtenus. 

Les différences observées sont, donc, liées, non pas à un problème de méthode de dosage mais à 

une difficulté dans la reproductibilité de la méthode de dépôt qui ne conduit pas systématiquement à 

des revêtements de masses identiques, bien que le protocole opératoire soit strictement respecté. Ce 

constat est, sans doute, lié à la morphologie des pastilles qui ne sont pas toutes identiques, certaines 

présentent des sillons ou de courbures plus prononcés qui retiennent une plus grande quantité de 

polymère (cf schéma Figure II-8 du chapitre II). De façon à exprimer les résultats en termes de 

pourcentage de perte de masse (par rapport à la masse initiale réellement présente sur l’échantillon), 

tous les échantillons testés sont systématiquement pesés avant et après dépôt de chitosane pour 

déterminer précisément la masse référence (100%). 

I.3.2 Pourcentage de polymère restitué dans le milieu tampon 

Dans ce contexte, une nouvelle série d’expériences a été menée en mesurant, cette fois, la masse 

de chitosane présente initialement sur la surface des échantillons. Chaque mesure a été réalisée sur 

trois échantillons. Le graphe présenté sur la Figure III - 4 représente alors le pourcentage de perte de 

masse en fonction du temps d’immersion et du type d’échantillon analysé (greffé ou non) (n=3). 

 

Figure III - 4 : Evolution du pourcentage en masse de la quantité de Ckit restitué au cours du temps dans le cas des 
échantillons CkitTA6V brill et CkitTPiTA6V brill. 
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L’allure des courbes est assez similaire à celles précédemment obtenues. La cinétique de 

restitution du chitosane est plus lente dans le cas des revêtements polymère CkitTPiTA6V brill par rapport 

aux revêtements témoins CkitTA6V brill. Les barres d’erreur sont relativement importantes, cela peut 

s’expliquer notamment par la forte hétérogénéité des surfaces, par les difficultés dues à la pesée et par 

les masses différentes sur chacun des échantillons. 

Lors des pesées des pastilles obtenues par « simple dépôt » (CkitTA6V brill) et par notre procédé 

(CkitTPiTA6V brill), nous avons pu remarquer que les masses moyennes déterminées pour chaque type 

d’échantillons étaient significativement différentes (CkitTA6V brill = 0,73 ± 0,09 mg et pour CkitTPiTA6V 

brill=1,06 ± 0,07 mg). Il y a clairement deux possibilités pour expliquer ces différences. Premièrement, 

on peut considérer qu’en raison de l’état de surface différent (surface fonctionnalisée par le TESPSA 

et substrat nu) avant le dépôt, la quantité de chitosane déposée est plus importante dans le cas du 

substrat CkitTPiTA6V brill. Deuxièmement, on peut penser que les 0,30 mg supplémentaires pour les 

échantillons greffés proviennent justement du greffage et sont dus à la couche de silane déposée et 

réticulée en surface. Vraisemblablement, la seconde hypothèse parait la plus plausible aux vues des 

résultats du chapitre II (analyse de la chimie surface). 

Si l’on considère que la masse corrigée de chitosane est initialement de 0,73 mg en moyenne 

pour tous les échantillons CkitTPiTA6V brill, on peut alors, recalculer les pourcentages de perte de masse 

en fonction des temps d’immersion et on obtient alors les courbes présentées sur la Figure III - 5. 

 

Figure III - 5 : Evolution du pourcentage en masse de la quantité de Ckit restitué au cours du temps dans le cas des 
échantillons CkitTA6V brill et CkitTPiTA6V brill. 

Bien que le pourcentage en masse de chitosane restitué dans le milieu tampon soit plus 

important par rapport aux résultats précédents, la cinétique de restitution du chitosane reste toujours 

plus lente pour le substrat CkitTPiTA6V brill par rapport au substrat témoin TA6V brill. Cette différence étant, 

toutefois, moins marquée par rapport aux précédents résultats. 
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I.4 Etude de la restitution du chitosane sur des temps longs 

Dans la continuité des tests précédents et parce que le cahier des charges mentionne des tenues 

du revêtement à plus d’une semaine (temps de cicatrisation 8-15 jours), il nous a paru pertinent de 

tester les revêtements après 15 jours d’immersion en milieu acide. Ainsi, une nouvelle série 

d’expériences a été effectuée à des temps d’immersion allant d’une heure à 15 jours. Pour chaque 

échantillon testé, la masse initiale de chitosane a été déterminée par pesée avant immersion. Après le 

dosage colorimétrique, les pourcentages de masse de chitosane restitué dans les solutions d’immersion 

sont placées sur un graphe en fonction du temps d’immersion et de l’échantillon analysé (avec ou sans 

greffage) sur la Figure III - 6. 

 

Figure III - 6 : Evolution du pourcentage en masse de la quantité de Ckit restitué au cours du temps dans le cas des 
échantillons CkitTA6V brill et CkitTPiTA6V brill. 

A nouveau, on peut conclure que le pourcentage de chitosane restitué dans le milieu est plus 

faible pour les échantillons greffés CkitTPiTA6V brill que pour les échantillons « simple dépôt ». Par 

ailleurs, les valeurs reportées sur le graphe à 1 jour d’immersion sont en accord avec celles obtenues 

précédemment pour la même durée (Figure III - 4). 

Comme précédemment, on a pu noter une différence de masse moyenne de chitosane entre les 

deux types d’échantillons et un nouveau graphe, tenant compte de la masse corrigée est proposé sur la 

Figure III - 7. 
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Figure III - 7 : Evolution du pourcentage en masse de la quantité de Ckit restitué au cours du temps dans le cas des 
échantillons CkitTA6V brill et CkitTPiTA6V brill. 

La cinétique de restitution du chitosane est toujours plus lente dans le cas du CkitTPiTA6V brill par 

rapport aux échantillons témoins mais, logiquement, moins marquée. De plus, on observe toujours un 

écart type important sur les pourcentages de masses mesurés. 

Enfin, qu’il s’agisse des résultats bruts ou corrigés, on note dans les deux cas des valeurs 

aberrantes à partir de 8 jours d’immersion en milieu acide pour les échantillons greffés. En effet, la 

quantité de chitosane restitué a fortement diminué, ce qui sous entendrait une tenue du chitosane plus 

importante à des temps très longs. Or, aucune raison plausible ne permet d’aboutir à cette conclusion. 

Une explication proposée est qu’il existe une réaction parasite entre le chitosane et le silane qui se 

détacherait du substrat. Le silane ainsi libéré dans le milieu aurait tendance à se lier avec le chitosane, 

faussant ainsi le dosage avec l’orange II. Cette observation a pu être faite une deuxième fois lors de la 

répétition de cette expérience. Visuellement, on observe bien une détérioration de la surface des 

échantillons CkitTPiTA6V brill après 7 jours d’immersion en milieu acide. Il semblerait que la couche de 

silane soit également détériorée en plus du revêtement chitosane. Des analyses de surfaces sont 

maintenant nécessaires pour confirmer cette hypothèse. 
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En conclusion, toutes les séries d’expériences menées sur l’étude de la cinétique de 

restitution du chitosane en milieu acide montrent, une restitution plus lente du polymère lorsqu’il 

est greffé de manière covalente au substrat. Ce résultat très positif, justifie le choix de la méthode de 

greffage pour améliorer la tenue du polymère. Néanmoins, il semblerait qu’une dégradation du 

revêtement polymère mais également de la couche de silane sur des temps plus longs (au-delà de 7 

jours) ne permette pas d’atteindre complètement l’objectif fixé par le cahier des charges pour une 

tenue de 8 à 15 jours. 

 

 

Cependant, il est nécessaire de relativiser cette dernière conclusion. En effet, les conditions 

d’immersion fixées par l’expérience sont très sévères et ne représentent pas fidèlement le 

comportement de la cavité buccale. D’autres expériences pourraient être menées avec un cycle de 

variation contrôlé du pH et également l’immersion des échantillons dans un système plus représentatif 

de la cavité buccale. 

II. Impact de la stérilisation  

Dans cette partie de l’étude, quatre méthodes de stérilisation ont été testées : la stérilisation 

autoclave (Aut), la stérilisation gamma (γ), la stérilisation par CO2 supercritique (CO2 sup) et la 

stérilisation à l’éthylène oxyde (ETO) (cf chapitre I). L’effet de la stérilisation a été évalué sur 

plusieurs types d’échantillons, sur des substrats témoins (pastilles brillantées en alliage de titane) (TA6V 

brill), sur des films de chitosane grade médical autosupportés (Ckit) et sur des revêtements de chitosane 

grade médical préparés par greffage selon la voie B sur des pastilles brillantées en alliage de titane 

(CkitTPiTA6V brill). Tous les échantillons supportés ont été caractérisés en termes de topographie, de 

morphologie et de chimie de surface. Dans le cas des TA6V brill, une étude de la mouillabilité de surface 

a été également réalisée. Enfin, les films autosupportés ont été dissous après stérilisation pour évaluer 

leurs DA et masses molaires moyennes. Le schéma de la Figure III - 8 récapitule les échantillons testés 

et les caractérisations effectuées sur chacun d’eux. 
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Figure III - 8 : Récapitulatif des différentes stérilisations et caractérisations sur les trois échantillons étudiés. 

II.1 Stérilisation des substrats non revêtus 

II.1.1 Etude de la morphologie de surface 

La morphologie des échantillons TA6V brill non revêtus a été observée à l’œil et aucune différence 

macroscopique entre les échantillons stérilisés ou non, n’a été observée. Les clichés MEB des surfaces 

stérilisées sont comparés à une image enregistrée sur un échantillon de TA6V brill non stérilisé (Figure III 

- 9 et Figure III - 10). La comparaison ne montre aucune différence significative pour les échantillons 

stérilisés en gamma et par ETO (Figure III - 10 – A et C). En revanche, sur les échantillons ayant subi 

la stérilisation CO2 supercritique et en autoclave, il semble apparaître quelques différences comme des 

traces noires ou des cristaux après autoclave (Figure III - 10 B) et des stries blanches après CO2 

supercritique (Figure III - 10 D). 
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Figure III - 9 : Image MEB de l’échantillon TA6V brill non stérilisé. 

 

Figure III - 10 : Images MEB (SE) des échantillons TA6V brill stérilisés par rayons γ (A), par autoclave (B), par ETO (C) 
et par CO2 supercritique (D). 

II.1.2 Mouillabilité des surfaces stérilisées 

L’impact de la stérilisation sur la mouillabilité des surfaces a été investiguée. Le Tableau III - 1 

récapitule les valeurs moyennes d’angles de contact mesurées pour chaque échantillon TA6V brill 

stérilisé. 

Tableau III - 1 : Valeurs d’angles de contact des surfaces TA6V brill stérilisées ou non. 

 Sans stérilisation ETO γ Autoclave CO2 super 

Angle de contact (°) 81,4 ± 2,9 91,5 ± 1,7 86,7 ± 3,3 82,7 ± 9,3 74,4 ± 1,8 
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On peut remarquer que toutes ces surfaces, exceptée la surface stérilisée par ETO, sont 

hydrophiles. En comparaison avec la surface non stérilisée, on note tout d’abord que les stérilisations 

autoclave et gamma n’ont pas d’impact significatif sur la mouillabilité de surface. En revanche, la 

stérilisation par CO2 supercritique entraine une diminution notable de l’angle de contact, et ainsi une 

augmentation de son hydrophilie. Pour l’expliquer, il doit être rappelé que la stérilisation par CO2 

supercritique utilise de l’eau oxygénée. La présence de cet additif peut provoquer une oxydation de la 

surface et ainsi la formation d’une couche de TiO2 plus hydrophile en surface. Enfin, dans le sens 

opposé, la stérilisation ETO entraine une augmentation du caractère hydrophobe de la surface. Ce 

constat peut facilement être expliqué par la présence éventuelle de résidu organique d’oxyde 

d’éthylène hydrophobe. 

II.1.3 Evolution de la chimie de surface suite aux stérilisations 

Afin d’analyser les éventuels impacts des méthodes de stérilisation sur la chimie de surface des 

échantillons sans dépôt TA6V brill, des analyses d’extrême surface par XPS ont été réalisées et 

comparées à celle précédemment obtenue pour l’échantillon non stérilisé (cf chapitre II partie 

IV.3.3.3.) Le Tableau III - 2 permet de récapituler la quantification en pourcentage atomique des 

éléments présents en surface des échantillons. 

Tableau III - 2 : Compositions en éléments atomiques exprimés en pourcentage pour les échantillons TA6V 

brill avant et après stérilisation déterminées par XPS. Les mesures sont réalisées à deux endroits différents. 
Autres = contaminations en surface comme S, Ca, Zn, F, Pb. 

 Sans stér Stér ETO Stér γ Stér Aut Stér CO2 sup 

C1s (%) 34,8  ± 0,9 42,9  ± 0,4 42,4  ± 8,3 53,4  ± 0,2 43,9 ± 2,4 

N1s (%) 1,3  ± 0,1 1,5  ± 0,1 1,5  ± 0,7 1,4  ± 0,4 1,5 ± 0,0 

O1s (%) 46,9  ± 0,6 40,1  ± 0,3 41,8  ± 6,1 32,4  ± 0,2 40,3 ± 2,5 

Ti2p (%) 13,3  ± 0,3 10,4 ± 0,1 10,8  ± 1,8 8,6  ± 1,3 9,7 ± 0,2 

Si2p (%) 0,0  ± 0,0 0,0  ± 0,0 0,0  ± 0,0 0,0  ± 0,0 0,0  ± 0,0 

Al2p (%) 2,6  ± 0,1 3,7 ± 0,1 3,2  ± 0,9 3,6 ± 0,0 4,3 ± 0,3 

Autres (%) 1,2  ± 0,2 1,5  ± 0,7 0,4  ± 0,1 0,7 ± 0,8 0,4 ± 0,1 

Ces analyses mettent en évidence la détection des éléments de l’alliage de titane TA6V (titane et 

aluminium), même si le pourcentage de ces éléments pour les échantillons stérilisés semble légèrement 

plus faible. En parallèle, la teneur en carbone augmente significativement sur les échantillons 

stérilisés, signe d’une contamination carbonée des surfaces. Par ailleurs, de l’azote est détecté sur tous 

les échantillons stérilisés ou non, et les analyses montrent que cet élément est sous forme organique. 

Afin de connaître la nature des contaminations carbonées en surface, une décomposition du 

signal du carbone a été réalisée (Figure III - 11). 
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Figure III - 11 : Pourcentage atomique de chaque forme chimique du carbone. 

D’une manière générale, on constate que les stérilisations provoquent une augmentation des 

liaisons C-C/C-H. On peut supposer qu’il s’agit de la dégradation du sachet plastique (marque 

Südpack medica composé de polyéthylène (PE) et de polyéthylène téréphtalate (PET)) contenant les 

échantillons au cours de la stérilisation. Cette contamination semble plus importante dans le cas de la 

stérilisation autoclave. 

 

 

En conclusion sur l’ensemble des caractérisations réalisées sur les substrats non revêtus 

après stérilisation, on note essentiellement une modification du caractère hydrophile/hydrophobe 

des surfaces ainsi qu’une contamination systématique des échantillons par le sachet plastique 

recouvrant les échantillons au cours de la stérilisation.  

 

 

II.2 Stérilisation des films de chitosane autosupportés 

Dans cette partie nous avons étudié l’impact des méthodes des stérilisations sur les 

caractéristiques (DA et masses molaires moyennes) du chitosane sous forme de film autosupporté. A 

titre comparatif, des analyses similaires ont été réalisées sur le chitosane poudre (c’est à dire n’ayant 

pas subi la mise en forme mais seulement la stérilisation).  

Les spectres RMN et les chromatogrammes ne sont pas présentés ici mais ils sont été traités 

comme précédemment. Les valeurs de DA, masse molaire moyenne et indice de polydispersité 
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déterminées sur les poudres et sur les films après stérilisation sont reportées, respectivement dans le 

Tableau III - 4 et le Tableau III - 5. Le Tableau III - 3 rappelle ces mêmes valeurs dans le cas de 

poudre et film non stérilisés. 

Tableau III - 3 : Récapitulatif des valeurs obtenues dans le chapitre II. 

 Ckit (poudre) Ckit (film) 

DA 21,7 ± 2 17,88 ± 2  
Mn (g/mol) 127 500  182 200  

Mp (g/mol) 184 100 162 500  

Mw (g/mol) 221 900  502 600  

Ð (Mw/Mn) 1,74  2,76  

 

Tableau III - 4 : Récapitulatif des valeurs de DA, de masses molaires moyennes (Mw, Mp, Mn) et d’indice de 
polydispersité du biopolymère Ckit à l’état solide (les flèches indiquent l’évolution par rapport aux valeurs obtenues 

avec le chitosane non stérilisé). 

 Stér ETO Stér γ Stér Aut Stér CO2 sup Stér UV 

DA 18  ± 2 ~ 22 ± 2 ~ 21 ± 2 ~ 21 ± 2  19 ± 2 

Mn (g/mol) ~ 127 300  41 700 ~ 130 500  78 290 ~ 118 300 

Mp (g/mol)  167 500  47 960  168 400  103 200  160 200 

Mw (g/mol) ~  225 400  73 320  285 700  141 700 ~ 221 000 

Ð (Mw/Mn) ~ 1,77 ~ 1,76   2,19 ~ 1,81 ~ 1,87 

 

Tableau III - 5 : Récapitulatif des valeurs de DA, de masses molaires moyennes (Mw, Mp, Mn) et d’indice de 
polydispersité du biopolymère Ckit mis en forme (les flèches indiquent l’évolution par rapport aux valeurs obtenues 

avec le chitosane mise en forme non stérilisé). 

 Stér ETO Stér γ Stér Aut Stér CO2 sup Stér UV 

DA  ~ 19  ± 2 ~19 ± 2 -* ~ 21 ± 2 ~ 20 ± 2 

Mn (g/mol)  159 700  49 870  25 520  20 410  113 700 

Mp (g/mol)  147 300  43 660  31 510  20 360  107 900 

Mw (g/mol)  425 200  134 100  38 590  34 490  376 400 

Ð (Mw/Mn) ~ 2.66 ~ 2,69  1,51  1,69  3,31 

*en raison de la non-dissolution du film de chitosane dans la solution d’eau deutéré acidifiée, 

l’analyse RMN de cet échantillon n’a pas pu être effectuée. 

Remarque : la stérilisation en UV a également été investiguée dans le cas des films de chitosane car 

elle a été employée pour l’étude des tests préliminaires de biocompatibilité. 

Concernant le degré d’acétylisation mesuré sur l’ensemble des échantillons confondus (poudres 

et films, stérilisés ou non), les modifications observées ne sont pas significatives pour conclure sur un 

éventuel impact de la stérilisation sur le DA. 
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Pour les masses molaires mesurées sur les poudres, on observe, cette fois, des évolutions très 

significatives dans les valeurs qu’il s’agisse de Mn, Mp et Mw. Si l’on considère la masse molaire au 

pic (Mp), correspondant à la masse molaire maximale présente dans le polymère, on observe que celle-

ci diminue pour toutes les stérilisations effectuées. Les stérilisations dégradent sensiblement le 

polymère solide. Concernant la masse molaire moyenne en poids (Mw), celle-ci n’évolue pas après les 

stérilisations ETO et UV. En revanche, elle diminue suite à la stérilisation CO2 supercritique et à la 

stérilisation par rayons gamma. Mw augmente même, suite à la stérilisation par autoclave en raison de 

l’augmentation d’agrégats relatifs à ce mode stérilisation. L’indice de polydispersité confirme ces 

résultats avec globalement une augmentation de cette valeur suite à la stérilisation par autoclave, signe 

d’une dégradation du polymère.  

Pour les valeurs mesurées sur les films autosupportés après redissolution, le bilan de l’impact 

des stérilisations est beaucoup moins contrasté puisque toutes les masses molaires (Mp, Mn et Mw) 

diminuent significativement. C’est la stérilisation ETO qui semble cependant le moins dégrader le film 

polymère. Les stérilisations autoclave et CO2 supercritique, quant à elles, ont un impact très important 

sur la dégradation des chaines de chitosane. 

 

 

En conclusion, les stérilisations étudiées ne semblent pas avoir d’influence sur le degré 

d’acétylation du chitosane poudre ou mis en forme. Ce paramètre aura, donc, une influence 

minime sur le comportement biologique des revêtements. En revanche, une modification importante 

des masses molaires moyennes du polymère a été constatée après toutes les stérilisations, un effet 

d’autant plus marqué lorsque le polymère a été mis en forme. Les stérilisations autoclave et CO2 sup 

apparaissent au vu de ces résultats comme les plus destructrices pour notre matériau polymère. 

 

 

II.3 Caractérisation des échantillons revêtus stérilisés 

II.3.1 Etude de la morphologie de surface 

La morphologie des échantillons CkitTPiTA6V brill stérilisés a été observée à l’œil dans un premier 

temps. Des différences sont observées essentiellement sur les échantillons stérilisés en autoclave et par 

CO2 sup, avec des films très détériorés et la présence de bulles, respectivement. En revanche, aucune 

différence notable n’a pu être constatée suite aux stérilisations ETO et gamma. Ces premières 

observations sont confirmées par les analyses MEB par comparaison avec l’échantillon non stérilisé 

(Figure III - 12 et Figure III - 13). 
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Figure III - 12 : Image MEB de l’échantillon CkitTPiTA6V brill non stérilisé. 

 

Figure III - 13 : Images MEB (SE) des échantillons TA6V brill stérilisés par rayons γ (A), par autoclave (B), par ETO (C) 
et par CO2 supercritique (D). 

En ce qui concerne la stérilisation gamma (Figure III - 13 A), la surface observée est 

équivalente à celle non stérilisée. Suite à la stérilisation autoclave, on observe une détérioration sévère 

du chitosane, qui semble avoir perdu en épaisseur et laisse deviner les traces d’usinage du substrat 

(Figure III - 13B). Aucune modification notable de la surface n’a été observée dans le cas de la 

stérilisation par ETO (Figure III - 13 C). Enfin, suite à la stérilisation par CO2 supercritique, la surface 

de l’échantillon (Figure III - 13 D) présente une morphologie particulière avec des zones qui 

apparaissent bombées (en lien avec les bulles observées à l’échelle macroscopique) et des zones de 

plus faible épaisseur qui laisse, à nouveau deviner les sillons d’usinage, comme pour l’échantillon non 

stérilisé. 



Chapitre III – Etude la résistance des revêtements 

 

  144 

II.3.2 Topographie de la surface stérilisée 

Le Tableau III - 6 donne les valeurs de Sa, mesurées par profilomètrie à pointe sur les 

échantillons avant et après stérilisation. 

Tableau III - 6 : Rugosité des surfaces CkitTPiTA6V brill stérilisées ou non. 

Si la dégradation du chitosane faisant suite à la stérilisation autoclave et mise en évidence par 

MEB semble bien corrélée à une valeur de rugosité importante, les autres résultats ne semblent pas 

corrélés avec les observations MEB. Ainsi, il était attendu une rugosité également importante pour la 

surface stérilisée par CO2 sup et une plus faible pour la surface ETO, or les résultats sont 

contradictoires et peuvent difficilement être expliqués. Il peut s’agir d’un manque de reproductibilité 

des surfaces. Il devient alors difficile de conclure sur cette caractérisation et sur l’impact de la 

stérilisation sur les topographies.  

II.3.3 Evolution de la chimie de surface suite à la stérilisation 

L’analyse de l’extrême surface par XPS a également été utilisée afin d’étudier les variations en 

termes de chimie de surface des échantillons CkitTPiTA6V brill suite aux différentes méthodes de 

stérilisations. Le Tableau III - 7 récapitule la quantification en pourcentage atomique des éléments 

présents à la surface des échantillons. 

Tableau III - 7 : Compositions en éléments atomiques exprimés en pourcentage pour les échantillons 
CkitTPiTA6V brill déterminées par XPS. Les mesures sont réalisées à deux endroits différents. Autres = 

contaminations en surface comme S et Si. 

 Sans stér Stér ETO Stér γ Stér Aut Stér CO2 sup 

C1s (%) 61,7  ± 0,5 63,8 ± 0,7 60,8  ± 0,6 68,3 ± 0,6 65,5 ± 1,1 

N1s (%) 6,4  ± 0,0 6,3 ± 0.0 6,8  ± 0,1 5,8 ± ,1 6,1 ± 0,0 

O1s (%) 31,7 ± 0,8 29,9 ± 0,6 32,3 ± 0,5 25,8 ± 0,7 28,3 ± 1,0 

Ti2p (%) 0,0 ± 0,0 0,0 ± 0,0 0.0 ± 0.0 0,0 ± 0,0 0,0 ± 0,0 

Autres (%) 0,3 ± 0,2 4,6 ± 1,1 0,2± 0,1 0,1±0,0 0,1 ± 0,0 

 

Pour toutes les stérilisations, on observe un masquage complet du substrat. Le dépôt de 

chitosane reste suffisamment épais quelque soit le mode de stérilisation. Globalement, les valeurs en 

éléments C, N et O sont assez proches les unes des autres et assez similaires à celles détectées sur le 

revêtement non stérilisé. 

En parallèle, le signal de l’élément carbone a été décomposé pour chaque échantillon revêtu CS 

(Figure III - 14). 

 Sans stérilisation ETO γ Autoclave CO2 sup 

Sa (μm) 0,9 ± 0,1  1,4 ± 0,8 6,3 ± 0,6 4,4 ± 4,7 0,8 ± 0,1 
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Figure III - 14 : Pourcentage atomique de chaque forme chimique du carbone pour les échantillons CkitTPiTA6V brill 
stérilisés. 

D’après la décomposition, on observe une augmentation de la teneur en carbone des liaisons C-

C/C-H suite aux stérilisations ETO, autoclave et CO2 supercritique. Ces résultats sont, sans doute, lié à 

la probable dégradation du packaging (cf résultats substrat nu stérilisé II.1.3), sans dégradation 

apparente du chitosane. 

 

 

Les observations macroscopique et microscopique des échantillons revêtus stérilisés ont 

permis de mettre en évidence la détérioration du revêtement chitosane lorsqu’il est stérilisé par 

autoclave. La stérilisation des échantillons par CO2 supercritique engendre, quant à elle, la 

formation de bulles à l’intérieur du revêtement. Les stérilisations par rayons gamma et ETO 

n’apportent pas de modification significative de la morphologie des échantillons. Les analyses 

chimiques semblent mettre en évidence la détérioration du sachet plastique entourant l’échantillon 

à stériliser et l’apport de contamination à la surface. 
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Dans ce chapitre, l’évaluation des propriétés biologiques des revêtements polymères 

sélectionnés au chapitre II, en termes de capacité d’inhibition de la formation du biofilm bactérien et 

de biocompatibilité, est déterminée in vitro. Plus particulièrement, dans la première partie, l’étude des 

capacités inhibitrices des revêtements est effectuée par l’évaluation de leurs propriétés 

antibactériennes en présence de bactéries témoins. Dans une seconde partie, la biocompatibilité des 

revêtements est évaluée via l’étude de leur cytocompatibilité en présence de différentes lignées 

cellulaires. 

I. Tests microbiologiques  

I.1 Activité antibactérienne 

Les propriétés antibactériennes des revêtements bioactifs précédemment élaborés sont évaluées 

vis-à-vis de 2 souches bactériennes Escherichia coli et Staphylococcus aureus. Ces deux types de 

bactérie, l’une à Gram négatif (E. coli) et l’autre à Gram positif (S. aureus) sont représentatives de la 

grande majorité du monde bactérien. 

La différence entre ces deux types de bactéries a été mise en évidence par Gram (mis au point 

en 1884 par Hans Christian Gram) grâce à une technique de coloration, la paroi bactérienne prenant 

une couleur différente en fonction de ses caractéristiques, permettant de différencier le type de 

bactéries. Les deux classes de bactérie se différencient par la structure et l’épaisseur de la paroi 

bactérienne. Les bactéries à Gram positif et négatif sont constituées d’une paroi cellulaire composée de 

trois couches : (i) une couche de peptidoglycanes, un espace péri-plasmique et une membrane 

plasmique (épaisseur 20-100 nm) [1] pour le Gram positif et (ii) une membrane externe, un espace 

péri-plasmique et une membrane plasmique (épaisseur 15-20 nm) [2, 3] pour le Gram négatif. De ce 

fait, différentes réponses des agents antimicrobiens vis-à-vis de ces deux familles de bactéries sont 

logiquement constatées [4]. 

Les structures pariétales conférant aux bactéries donc des propriétés différentes, en particulier 

en ce qui concerne leur résistance aux biocides, ces deux types de souches bactériennes sont 

systématiquement testées dans toutes les normes visant un effet antibactérien. Il a donc été choisi de 
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faire les premiers essais d’activité antibactérienne de revêtements à base de chitosane sur les deux 

souches précitées. 

A l’heure actuelle, il existe deux normes permettant d’évaluer les propriétés antimicrobiennes 

de supports polymères : les normes ISO 20743 [5] et ISO 22196 [6]. Nous nous sommes plus 

particulièrement intéressés à la norme ISO 22196, laquelle, initialement mise au point pour 

l’évaluation de l’action antibactérienne de surfaces en plastique (ISO 22196-2007), a été révisée et 

étendue aux surfaces non poreuses en 2011 [7]. La Figure IV- 1 présente l’ensemble des tests menés et 

des échantillons testés. 

 

Figure IV- 1 : Récapitulatif de l’ensemble des tests menés et des échantillons utilisés au cours de cette étude.

I.1.1 Principe de l’expérience 

I.1.1.1 Application de la norme ISO 22196 

Un protocole a été mise en place, conformément à la norme ISO 22196, à l’exception de la taille 

des échantillons, afin d’évaluer les propriétés antibactériennes des revêtements bioactifs 

précédemment préparés. L’ensemble de ces expériences a été effectué chez l’un des partenaires du 

consortium RIBIO, Nosoco.Tech®. Il peut être ajouté que nous avons dû adapter la taille de nos 

échantillons (1 cm2 vs 16 cm2 dans la norme) en raison de la disponibilité des échantillons fournis par 

l’industriel. 
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Le protocole opératoire (voir conditions expérimentales détaillées en annexe A7) est résumé 

Figure IV- 2. Brièvement, un inoculum contenant une concentration définie de bactéries est déposé sur 

l’échantillon (Essai) et sur un témoin (Témoin) et recouvert d’un parafilm afin de créer un contact 

étroit entre les micro-organismes et la surface à tester. Les échantillons sont incubés 24 h à 37°C, la 

température optimale de croissance du micro-organisme cible en conditions saturantes d’humidité. 

Puis, les supports sont ensuite immergés dans un milieu neutralisant afin de décrocher les bactéries de 

la surface par agitation manuelle. On procède ensuite à une numération en milieu solide [8]. Le 

dénombrement est exprimé en UFC/cm2 de substrat, sachant que la suspension bactérienne utilisée au 

départ en tant qu’inoculum est de 2,5.105 UFC.mL-1. Dans ces conditions, il est fait l’hypothèse que 

les quantités initiales de bactéries présentes sur le témoin(C0) et sur l’échantillon essai (E0) sont 

identiques. 

 

Figure IV- 2 : Schéma du protocole issu de la norme ISO 22196 pour tester 

 l’activité antibactérienne des revêtements. 

 

L’activité antimicrobienne (A) peut alors être calculée suivant la relation : 

A= Log C24 – Log E24 (équation IV-1) 

où C24 est le nombre de bactéries dénombrées après décrochage et 24 h de contact sur le substrat 

témoin (C = contrôle) et E24 est le nombre de bactéries après décrochage après 24h sur les échantillons 

essais c'est-à-dire ici le substrat nu et revêtu (revêtement bioactif sur titane), respectivement. 

Enfin, pour qualifier l’activité antibactérienne du système, on applique les règles suivantes : 

- Si A < 1 Log  le matériau est inactif, 

- Si A ≥ 1 Log  le matériau possède des propriétés antibactériennes, on dit qu’il est 

bactériostatique, 

- Si E24
 = 0 UFC/cm2  le matériau est appelé bactéricide. 
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Remarque : la valeur du log (UFC/cm2) obtenue pour les échantillons témoins au début de 

l’expérimentation doit être comprise entre 4 et 5 en valeur de log pour que l’essai soit réalisé 

conformément à la norme. 

De façon à mieux rendre compte du résultat, on peut placer, sur un graphe les valeurs calculées 

du Log C24 et du Log E24 en fonction du temps (Figure IV- 3). 

 

Figure IV- 3 : Représentation du suivi de la croissance de la souche bactérienne (formation du biofilm) testée sur 
substrat (0 et 24 heures) et calcul de l’activité antimicrobienne selon la norme ISO 22 196. 

I.1.2 Application de la méthode de calcul issu de la norme ISO 20743 

Comme mentionné dans la partie I.1, les propriétés antibactériennes de dispositifs médicaux 

peuvent être définies par la norme ISO 20743 [5]. Cette norme a été mise au point pour des textiles 

destinés à des applications médicales (ISO 20743:2007). D’un point de vue strictement expérimental, 

cette norme n’est pas indiquée pour l’évaluation des propriétés antibactériennes de revêtements 

bioactifs sur substrat de titane. En revanche, le principe ainsi que la méthode de calcul peuvent être 

intéressants à appliquer à nos matériaux. En effet, le principe de cette norme s’appuie sur l’hypothèse 

que la quantité de bactéries présente initialement (t = 0) sur les échantillons témoins (C0) et les 

échantillons essais (E0) n’est pas identique (Figure IV- 4). A partir de là, il devient donc opportun 

d’intégrer C0 et E0 dans la méthode de calcul. 

 

Figure IV- 4 : Représentation du suivi de la croissance de la souche bactérienne (formation du biofilm) testée sur 
substrat de titane et verre (0 et 24 heures) et calcul de l’activité antimicrobienne selon la norme ISO 20743. 
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L’activité antimicrobienne peut alors être calculée suivant la relation suivante : 

A= (Log C24-Log C0) – (Log E24- Log E0) (équation IV-2) 

où C24 est le nombre de bactéries dénombrées après décrochage et 24 h de contact, C0 est le nombre de 

bactéries dénombrées après décrochage au début de l’expérimentation (1 min) sur le substrat témoin, 

E24 est le nombre de bactéries dénombrées après décrochage et 24 h de contact et E0 est le nombre de 

bactéries dénombrées après décrochage au début de l’expérimentation (1 min) sur l’échantillon essai 

(Titane revêtu). 

Remarque : les mêmes règles que précédemment s’appliquent pour qualifier l’activité antibactérienne 

d’un revêtement. Dans les prochaines expériences, le titane non revêtu sera utilisé comme contrôle. 

Pour ces tests, les échantillons ont été décontaminés par un nettoyage à l’alcool à 70% suivi 

d’un séchage à température ambiante. Bien que l’alcool n’ait pas d’effet sur les spores et les virus, ce 

type de décontamination est néanmoins efficace pour assurer une élimination quasi complète des 

bactéries. Et, comme nous le montre l’étude de Marreco et al., la décontamination par l’éthanol est une 

méthode non destructrice pour les matériaux à base de chitosane et non toxique pour les cellules [9]. 

Ce traitement a permis ainsi de conserver à la fois la morphologie et les propriétés du biopolymère 

avant sa mise en contact avec les souches bactériennes. 

I.1.3 Activité antibactérienne en présence de bactéries communes 

I.1.3.1 Etude de la voie de greffage A sur une surface polie (TA6V poli) 

Comme évoqué dans le chapitre II, pour atteindre l’objectif principal du projet que représente la 

synthèse d’un revêtement bioactif a base de chitosane, il a été décidé de mener en parallèle les 

premiers essais de bactériologie tout en continuant de travailler à l’optimisation de la chimie de 

greffage. Ceci explique pourquoi les premiers tests bactériologiques ont été réalisés sur des 

revêtements de chitosane greffés selon la voie A (APTES + AS), même si ce n’est pas la voie qui, au 

final, aura été retenue. Les résultats préliminaires présentés ici ont cependant permis d'évaluer le 

potentiel antibactérien du chitosane (CS). 

L’activité antibactérienne a ainsi pu être évaluée selon la norme ISO 22196, en présence, 

respectivement, des souches de S. aureus et d’E. coli. 

- Activité antibactérienne en présence de S. aureus 

L’expérience a été réalisée selon le principe donné en I-2. Le dénombrement des UFC a été 

réalisé puis utilisé avec la relation IV-1, donnant ainsi l’activité antibactérienne. Les résultats sont 

donnés dans le Tableau IV- 1. A titre indicatif, le tableau donne également le nombre de colonies de 

bactéries en UFC/cm2. Cependant, il est plus facile de conclure sur les valeurs des logarithmes. 
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Tableau IV- 1 : Dénombrement des colonies de bactéries après 24 h d’incubation dans le cas de Staphylococcus 
aureus. 

Staphylococcus aureus 

 Nombre moyen UFC/cm2 Log UFC/cm2 Activité antibactérienne 

Lame de verre = C- (t = 0) 14 900 4,17 Croissance 
bactérienne: 1,68  

In
cu

ba
tio

n 
24

h 
à 

37
°C

 Lame de verre = C- 715 000 5,85 

TA6V poli  = C+ 488 333 5,69 0,16 ~ 0 

CsigSAPiTA6V poli 6,67 0,82 5,03 

 

Il peut être relevé que la croissance bactérienne obtenue en 24 h sur la surface témoin est 

suffisante pour valider le test dans le cadre de la norme (1,68 > 1). Par ailleurs, les résultats obtenus 

montrent que l’échantillon de titane non revêtu (TA6V poli) présente une croissance bactérienne de 5,69 

Log sur l’essai, valeur équivalente à celle obtenue avec le contrôle. Comme attendu et démontré dans 

la littérature [10, 11], l’échantillon TA6V poli ne présente aucune propriété antibactérienne. 

En revanche, les résultats obtenus montrent une croissance de 0,82 Log/cm2 sur l’essai pour 

l’échantillon CsigSAPiTA6V poli. On peut ainsi en conclure que l’échantillon revêtu chitosane est 

bactériostatique. 

Remarque : La prolifération de la souche bactérienne a également été validée au début de 

l’expérience via le contrôle de l’inoculum par la méthode du dénombrement. 

- Activité antibactérienne en présence d’E. coli 

De la même manière que pour S. aureus, l’activité antibactérienne des revêtements envers une 

bactérie représentative de la famille des bactéries à Gram négatif, Escherichia coli, a été évaluée. Le 

Tableau IV- 2 récapitule l’ensemble des résultats obtenus en présence de cette bactérie. 

Tableau IV- 2 : Dénombrement des colonies de bactéries après 24h d’incubation dans le cas d’E. coli. 

Escherichia coli 

 Nombre moyen UFC/cm2 Log UFC/cm2 Activité antibactérienne 

Lame de verre = C+ (t = 0) 14 016 4,51 
Croissance 

bactérienne: 1,71 
 

In
cu

ba
tio

n 
24

h 
à 

37
°C

 Lame de verre = C+ 1 100 000 6,22 

TA6V poli 2 033 333 6,30 -0,08 ~ 0 

CsigSAPiTA6V poli 6,67 0,82 5,4 
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Le dénombrement des UFC présentes sur l’échantillon TA6V poli après un temps de contact de 24 

h a permis de vérifier l’absence de propriétés antibactériennes pour cet échantillon. En ce qui concerne 

l’échantillon CsigSAPiTA6Vpoli une croissance de 0,82 Log sur l’essai a pu être observée, correspondant 

à une activité antibactérienne de 5,4 Log. Comme pour S. aureus, on admet alors que cet échantillon 

est bactériostatique. 

 

 

En conclusion sur cette première série d’analyse, un effet antibactérien du revêtement 

polymère a bien été mis en évidence, à la fois pour des bactéries à Gram – et à Gram +. 

 

 
I.1.3.2 Etude de la voie de greffage B sur une surface brillantée (TA6V brill) 

Comme déjà évoqué, ces expériences ont été menées en parallèle de la partie optimisation de la 

voie de greffage (chap II). Au cours de cette optimisation, il a été décidé de modifier la source du 

chitosane, pour travailler sur un biopolymère de grade médical. Ce dernier présente des valeurs de DA 

et de masses molaires moyennes différentes de celles obtenues pour le chitosane commercial de chez 

sigma (Csig). Ces différences peuvent entrainer un changement des propriétés antibactériennes des 

revêtements à base de ce chitosane [12]. Dans ce contexte, il était nécessaire de vérifier, à nouveau, les 

propriétés des revêtements préparés à partir de chitosane kitozyme (Ckit). Les caractéristiques du 

revêtement évalué dans cette deuxième partie sont rappelées dans la Figure IV- 1. Il est à noter que la 

forme et la surface des nouveaux échantillons analysés ont également été modifiées. Il s’agit à présent 

de plaques de 5 cm x 5 cm. Ce choix est justifié par la norme ISO 22196 qui fait référence à des 

surfaces de plus grande taille. 

L’activité antibactérienne du revêtement sélectionné a été évaluée vis-à-vis des deux souches 

déjà évoquées en utilisant la norme ISO 22196 pour la partie expérimentale et la norme ISO 20743 

pour la méthode de calcul (afin de prendre en considération la quantité de bactérie initialement 

présente en surface du revêtement). 

- Activité antibactérienne en présence de S. aureus 

Les résultats obtenus avec S. aureus après comptage et calcul sont reportés dans  

le Tableau IV- 3. 
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Tableau IV- 3 : Dénombrement des colonies de bactéries après 24h d’incubation dans le cas de S. aureus. 

Staphylococcus aureus 

 
Nombre moyen 

UFC/cm2 Log UFC/cm2 Croissance 
bactérienne 

Activité 
antibactérienne 

TA6V brill (t = 1 min) 11 563,5 4,06 
1,06 

 

TA6V brill (t = 24 h) 131 250 5,12 

  

CkitTPiTA6V brill (t = 1 min) 57,29 1,76 
- Bactéricide 

CkitTPiTA6V brill (t = 24 h) 0 - 

Les résultats confirment la croissance bactérienne attendue sur les échantillons témoins. De 

plus, le revêtement bioactif montre des propriétés antibactériennes dés le début de l’expérimentation ; 

cet effet se confirme après 24 h avec l’absence de bactéries en surface des échantillons analysés. On 

peut en conclure que les revêtements CkitTPiTA6V brill ont un effet bactéricide sur la souche bactérienne 

S. aureus. Cette expérience a été reproduite une seconde fois au laboratoire, sur un même lot 

d’échantillons, conduisant aux mêmes observations et conclusions. 

- Activité antibactérienne en présence d’E. coli 

De façon identique, la procédure a été appliquée en présence d’E. coli. Les résultats obtenus 

après comptage et calcul sont reportés dans le Tableau IV- 4. 

Tableau IV- 4 : Dénombrement des colonies de bactéries après 24h d’incubation dans le cas d’E. coli. 

Escherichia coli 

 Nombre moyen 
UFC/cm2 

Log UFC/cm2 Croissance 
bactérienne 

Activité 
antibactérienne 

TA6V brill (t = 1 min) 17 291,67 4,24 
1,99 

 

TA6V brill (t = 24 h) 1 673 958,33 6,22 

  

CkitTPiTA6V brill (t = 1 min) 364,6 2,56 
- Bactéricide 

CkitTPiTA6V brill (t = 24 h) 0 - 

De nouveau, les résultats confirment l’absence de propriétés antibactériennes de la surface 

d’alliage de titane non revêtue (témoin). De plus, comme pour les tests avec S. aureus, le revêtement 

de chitosane présente des propriétés antibactériennes dés le début de l’expérimentation, validées par 

un faible nombre de colonies bactériennes décomptées après 1 min. Après 24 h l’absence de bactéries 
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en surface confirme l’effet bactéricide des échantillons analysés CkitTPiTA6V brill. Les revêtements 

CkitTPiTA6V brill ont donc un effet bactéricide sur la souche bactérienne E. coli. Cette expérience a été 

reproduite au laboratoire sur un même lot d’échantillons, donnant des résultats équivalents. 

 

 

En conclusion de ces deux séries d’expériences, on a pu démontrer l’effet bactéricide des 

revêtements polymère élaborés avec le chitosane kitozyme. Par ailleurs, le changement de substrat, 

de voie de greffage et de biopolymère n’a pas modifié les propriétés antibactériennes du dispositif 

final. 

 

 
I.1.3.3 Discussion 

Ces résultats sont cohérents avec ceux de la littérature, dans laquelle l’évaluation de l’activité 

antibactérienne du chitosane est rapportée. Ces études étant nombreuses, nous nous sommes focalisés 

sur les études réalisées sur des films de chitosane. 

Par exemple, Mi et al. ont montré la conservation des propriétés antibactériennes du chitosane 

après sa mise en forme de film par réticulation avec du glutaraldéhyde ou de l’acide aglycone 

géniposidique, permettant ainsi une diminution significative de la quantité d’E. coli et de S. aureus 

[13].  

En lien avec les propriétés antibactériennes du chitosane, dépendantes à la fois des facteurs 

intrinsèques du chitosane (DA, masse molaire, origine, mise en forme) et des facteurs 

environnementaux (acidité du milieu, type de bactéries visés, température..), les mécanismes de 

l’action antibactérienne du chitosane varient en fonction des propriétés et de la structure de la paroi 

bactérienne [14]. Par ailleurs, Dutta et al. ont répertorié les différentes méthodes de préparation de 

films antimicrobiens à base de chitosane en vue d’une application pour les films alimentaires [15]. 

Ainsi, les différences obtenues en termes d’intensité d’action antibactérienne des deux 

chitosanes s’expliquent par les différences de caractéristiques des chitosanes (DA et masse molaire). 
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I.2 Tests préliminaires d’adhésion bactérienne  

Une donnée importante en bactériologie concerne l’étude de l’adhésion des bactéries. En effet, 

comme cela a été évoqué au chapitre I, une méthode pour lutter contre la formation du biofilm 

bactérien est de rendre les surfaces antiadhésives. Ainsi, nous avons envisagé de vérifier les propriétés 

antiadhésives des revêtements préparés. 

Pour cela, un test préliminaire a été réalisé en présence de la bactérie commune S. aureus. 

Brièvement, le protocole expérimental consiste à immerger les échantillons à tester dans une solution 

d’inoculum de bactéries à 108 CFU/mL. Après incubation pendant 1 h à 37 °C sous légère agitation, 

les échantillons sont lavés à trois reprises dans une solution de PBS (0,08 M) sous agitation pendant 15 

min. Les bactéries en surface des échantillons sont ensuite récupérées et dénombrées par comptage des 

colonies de bactéries en milieu gélosé (Tableau IV- 5).  

Tableau IV- 5 : Dénombrement des colonies de bactéries après tests d’adhésion. 

 Nombre moyen UFC/cm2 Log UFC/cm2 

Témoin 3 610 000 6,55 

Essai 2 360 000 6,37 

 

Aucune différence significative d’adhésion entre l’échantillon témoin (titane non revêtu) et le 

revêtement (essai) n’a ainsi pu être mise évidence. A l’issu de ce premier test, on peut penser que le 

revêtement ne possède pas, à priori, de propriétés antiadhésives. 

Pour confirmer ce résultat, il était envisagé une seconde expérience en utilisant S. epidermidis 

ica+ connue pour ses propriétés adhésives. En effet, dans l’étude de Verheyen et al., S. aureus 

présente une adhésion préférentielle sur les métaux et les composites alors que S. epidermidis adhère 

indifféremment à la surface des métaux, des composites ou des polymères [16]. Malheureusement, 

nous n’avons pas été en mesure de réaliser cette expérience. 

 

 

Cette première partie du quatrième chapitre a donc permis de démontrer que les  revêtements 

de chitosane préparés à partir des deux biopolymères d’origine animale (crustacé) et d’origine non-

animale (champignon), possèdent bien les propriétés bactéricides attendues.  

 

 

Si les résultats ont été validés sur des bactéries communes, il sera utile dans la suite du projet 

d’évaluer aussi les propriétés antibactériennes en présence de trois des neuf bactéries pathogènes 
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parodontales couramment recherchées en clinique, telles que P. gingivalis, T. forsythia et P. 

intermedia (présentées dans le chapitre I). Une étude précédente réalisée au laboratoire et avec un 

autre mode de greffage du chitosane, permet d’espérer des résultats tout aussi positifs sur les 

revêtements préparés dans le cadre du projet. En effet, dans celle-ci, il a été démontré une réduction 

significative de bactéries parodontales telles que P. gingivalis et A. naeslundii en présence de 

revêtements bioactifs à base de chitosane [17]. 

II. Cytocompatibilité des revêtements 

Comme évoqué dans le chapitre I, un des paramètres clé à la réussite de la pose d’un implant 

dentaire est lié à la bonne stabilité de ce dernier dans la cavité orale, cette stabilité passant 

nécessairement par une phase d’ostéointégration optimale de l’implant [18]. Dans ce sens, la littérature 

reporte de nombreux articles centrés sur l’étude de l’interface tissu osseux/implant [19, 20]. 

Cependant, il est tout aussi important de considérer la zone à risque, définie dans le chapitre I comme 

l’interface tissu mou/implant, qui peut être un lieu privilégié pour la colonisation bactérienne. Il est 

donc nécessaire que l’adhésion des tissus mous sur l’implant soit optimale afin de constituer une 

barrière efficace contre l’infiltration des bactéries [21]. Ainsi, cette dernière partie est dédiée à 

l’évaluation de la cytocomptatibilité in vitro des revêtements à base de chitosane, pour rendre compte 

de l’interface tissu mou/implant. 

Selon les recommandations des normes ISO 7405 et 10993-partie 5, il existe plusieurs critères 

afin de mettre en évidence la cytocompatibilité des dispositifs médicaux [22, 23]. Par exemple, 

l’évaluation de l’adhésion, de la morphologie et/ou de la prolifération cellulaire en présence de 

matériaux, sont des critères pertinents pour déterminer la cytocompatiblité. Celles-ci peuvent être 

suivies par des études en microscopie électronique à balayage (MEB) [24, 25] ou en imagerie 

confocale [17, 26]. 

Par ailleurs, un autre critère de biocompatiblité nécessaire à évaluer pour un échantillon, est 

l’absence de toxicité de celui-ci pour les cellules. Dans cette partie, nous nous sommes intéressés plus 

précisément à ce critère, en évaluant la cytotoxicité des revêtements via l’étude de l’intégrité 

membranaire des cellules en présence des revêtements. Celle-ci est basée sur le marquage des cellules 

par la coloration Live/Dead® suivie d’une observation par épifluorescence. Chronologiquement, cette 

étude a été menée après la sélection de la méthode de préparation des revêtements, ce qui nous a 

permis de tester les échantillons les plus aboutis, à savoir les revêtements de chitosane kitozyme 

déposé sur substrat TA6V via un greffage TESPSA (CkitTPiTA6V brill). 

Par ailleurs, pour des raisons qui seront expliquées au fur et à mesure de la rédaction, nous 

avons travaillé avec trois types cellulaires différents : des fibroblastes humains gingivaux (HGF1), des 
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fibroblastes embryonnaires de souris (NiH3T3) et des ostéoblastes humains (MG63). Le choix de la 

lignée gingivale HGF1 a été fait en raison de l’application visée de nos revêtements, qui seront en 

contact avec des cellules primaires relativement proches des cellules HGF1 lors de l’implantation chez 

un patient. Le choix de fibroblastes de souris NiH3T3 a été basé sur la similitude de cette lignée avec 

les HGF1, ainsi que sur la facilité de cette culture à se développer en laboratoire. Le dernier choix 

effectué, les MG63, a été décidé en raison du possible élargissement du revêtement à l’implant, qui 

serait ainsi en contact avec les tissus osseux. L’ensemble des tests menés dans cette partie peut être 

résumé par le schéma récapitulatif suivant : 

 

Figure IV- 5 : Schéma récapitulatif de l’ensemble des lignées cellulaires ainsi que des tests de cytotoxicité utilisés. 

Les expériences décrites ci dessous, ont été réalisées par le Dr. Alice Ferrand, post-doctorante 

au LMI sur le projet RIBIO. 

II.1  Principe du test de cytotoxicité 

Une des méthodes pour mesurer la cytotoxicité des échantillons, consiste à étudier l’intégrité 

membranaire des cellules. Le marquage Live/Dead® est une technique commerciale largement utilisée 

dans ce but [27]. Son principe est basé sur l’utilisation de deux composés fluorescents ayant la 

capacité de marquer préférentiellement différentes parties de la cellule [28]. Le premier marqueur, 

l’acétoxyméthyl calcéine (calcéine AM) peut être clivé par une enzyme, l’estérase intracellulaire et 

ainsi conduire à une fluorescente verte. Cette enzyme étant présente uniquement dans les cellules 

vivantes, l’apparition d’une fluorescence verte sera donc liée à une viabilité cellulaire. Dans le cas où 

la membrane des cellules est endommagée, le second marqueur, l’homodimère-1 d’éthidium (ETD-1), 
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peut pénétrer la cellule et se lier à l’ADN, conduisant ainsi à une fluorescence rouge. En résumé, si la 

cellule est vivante, la calcéine fluoresce et on observe des cellules marquées en vert (494 - 517 nm) et 

si la cellule est endommagée, une fluorescence rouge (528 - 617 nm) est visualisée par 

épifluorescence. Le protocole expérimental détaillé est proposé en annexe A8. 

Toutefois, il est important de noter que des évènements cytotoxiques, qui n’affectent pas les 

propriétés physiques et biochimiques des cellules, ne pourront pas être détectés par la méthode 

Live/Dead®. 

II.2 Tests préliminaires et mise au point des conditions opératoires 

Afin de déterminer la concentration cellulaire optimale pour réaliser les tests de cytotoxicité en 

présence de nos échantillons, plusieurs concentrations cellulaires ont être testées au cours des 

expériences suivantes. La méthode choisie pour effectuer ces tests sera le marquage Live/Dead ®. 

Comme de nombreuses études le démontrent, le choix de la concentration cellulaire à 

ensemencer sur les échantillons est un paramètre important [29]. En effet, si la concentration cellulaire 

initiale est insuffisante, les cellules ne vont pas proliférer sur la surface même si celle-ci est idéale 

pour la prolifération cellulaire. Par ailleurs, elle ne doit pas non plus être trop élevée afin de ne pas 

dépasser 100 % de confluence (observation d’un tapis cellulaire recouvrant la totalité de la surface 

sans aucun interstice entre chaque cellule) au temps maximale d’incubation. Un décrochement du tapis 

cellulaire et une mort cellulaire pourrait être observée dans le cas d’une trop forte concentration 

cellulaire. 

Dans ce contexte, la viabilité pour trois concentrations cellulaires de la lignée HGF1 sur témoin 

titane (TA6V brill) stérilisé UV (1 h) a été étudiée par marquage Live/Dead®, suivi d’une observation par 

microscopie en épifluorescence. Les observations ont été effectuées après 1, 3 et 7 jours d’incubation à 

37 °C. Les trois concentrations cellulaires initiales sont 2.103 cellules/cm2, 5.103 cellules/cm2 et 1.104 

cellules/cm2. Les résultats obtenus avec les trois concentrations sont proposés sur la Figure IV- 6. 

Comme il s’agit d’une mise au point d’expérience, il n’y a eu qu’une seule répétition pour chaque 

échantillon et condition testés. 
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Figure IV- 6 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée HGF1 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) avec une concentration cellulaire initiale de 2.103 cellules/cm2 (A), des surfaces témoins (TA6V brill) 

avec une concentration cellulaire initiale de 5.103 cellules/cm2 (B), et des surfaces témoins (TA6V brill) avec une 
concentration cellulaire initiale de 1.104 cellules/cm2 à 1, 3 et 7 jours d’incubation. 

En observant les images à J+1 pour la première concentration de 2.103 cellules/cm2, on note que 

les cellules ensemencées présentent une prolifération très faible. Ce même constat a également été fait 

au niveau des puits contrôles observés en optique au cours de l’expérience (puits sans échantillon). 

Des observations similaires sont réalisées pour un temps d’incubation de 3 jours. A noter qu’en 

conditions de culture cellulaire normale, les fibroblastes sont filiformes. Après 7 jours de culture, la 

densité cellulaire reste faible et les quelques cellules observées sont de forme ronde, ce qui pourrait 

être lié à la faible concentration cellulaire de départ. 

Avec une concentration initiale plus importante, de 5.103 cellules/cm2, une faible prolifération 

cellulaire est observée sur la surface analysée TA6V brill (Figure IV- 6 B). Cependant, ici et 

contrairement aux précédents résultats, la densité cellulaire après 7 jours de culture semble plus élevée 

et on peut noter sur la photo Figure IV- 6 B3, un allongement des cellules en surface, signe d’une 

adhésion cellulaire. Ce résultat est alors assez concluant. 

Enfin, l’observation des images prises avec une concentration cellulaire initiale de 1.104 

cellules/cm2 sur les surfaces TA6V brill à J+1, J+3, J+7, montrent ici que les cellules ensemencées 
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présentent une densité cellulaire significativement plus importante que celles observées pour les deux 

plus faibles concentrations (Figure IV- 6 C). On note, par ailleurs, que l’effet est d’autant plus marqué 

à J+7, temps pour lequel la prolifération cellulaire est optimale. 

Aux vues des conclusions énoncées pour ces trois séries de mesure, une concentration cellulaire 

initiale 10 fois plus forte a été sélectionnée, soit 1.104 cellules/cm2. 

II.3 Viabilité cellulaire des revêtements stérilisés 

Avec le protocole de test Live/Dead® mis au point pour une concentration idéale de 1.104 

cellules/cm2, il a été décidé d’étudier l’effet de la méthode de stérilisation (gamma ou UV) sur 

l’évaluation de la viabilité de la lignée cellulaire HGF1 sur des revêtements de chitosane greffé 

(CkitTPiTA6V brill) ainsi que sur des échantillons témoins (TA6V brill). 

II.3.1 Stérilisation gamma 

Dans cette expérience ont donc été testés par la méthode du Live/Dead®, des échantillons 

revêtus et non revêtus stérilisés par rayon γ. La Figure IV-6 montre les images obtenues sur l’ensemble 

des échantillons après 1, 3 et 7 jours de culture. 

 

Figure IV- 7 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée HGF1 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) (A) et des revêtements bioactifs CkitTPiTA6V brill (B) tous deux stérilisés par rayons gamma après 1, 3 

et 7 jours de culture. 

En comparant les images des séries A avec les puits contrôles observés au microscope optique, 

on peut noter une prolifération cellulaire sur l’ensemble des échantillons même si celle-ci semble 

moins importante que pour les puits contrôles. On peut noter, par ailleurs, que le substrat TA6V brill à 

J+7, présente des cellules dégradées ainsi que des débris cellulaires à coté de cellules adhérées. 

L’observation de la dernière série (images B, échantillons CkitTPiTA6V brill) montre la quasi-absence de 



Chapitre IV – Caractérisations biologiques des revêtements 

 

  164 

cellules à J+1. De plus, le revêtement apparaît dégradé dés le premier jour d’incubation avec une 

visualisation du support dés le 3ème jour, signe d’une détérioration du revêtement à base de chitosane. 

Aux vues de l’ensemble des résultats sur substrats nus et échantillons revêtus stérilisés, on peut penser 

que la méthode de stérilisation employée ici a deux impacts négatifs ; le premier sur le revêtement qui 

semble s’être détérioré et le second sur la morphologie et la prolifération cellulaire qui semblent assez 

perturbées sur les deux échantillons stérilisés. 

II.3.2 Stérilisation UV 

Bien que la stérilisation UV ne soit pas une méthode homologuée pour les dispositifs 

biomédicaux (cf. Chapitre I), des essais ont été réalisés sur nos échantillons pour confirmer le rôle 

négatif de la stérilisation gamma sur les revêtements de chitosane. Ainsi, les substrats TA6V brill et les 

échantillons CkitTPiTA6V brill. ont été stérilisés sous UV avant l’ensemencement des fibroblastes et la 

mesure Live/Dead®. Les images obtenues sur l’ensemble de ces échantillons à J+1, J+3 et J+7 sont 

proposées sur la Figure IV.7. 

 

Figure IV- 8 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée HGF1 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) (A) et des revêtements bioactifs CkitTPiTA6V brill (B) tous deux stérilisés par UV après 1, 3 et 7 jours 

de culture. 

A partir de ces images, plusieurs observations peuvent être faites. Contrairement à ce qui a été 

vu précédemment, les cellules ensemencées ne prolifèrent pas au bout de 7 jours sur l’échantillon 

témoin TA6V brill même si les cellules adhèrent normalement. En ce qui concerne les échantillons 

CkitTPiTA6V brill, on observe une prolifération cellulaire jusqu’à 3 jours avec une adhésion marquée. 

Après 7 jours d’incubation, à coté des cellules vivantes, on ne remarque que très peu de cellules 

mortes, marquées en rouge. 
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En conclusion, la comparaison des résultats obtenus avec les deux méthodes de stérilisation, 

a permis d’observer que la stérilisation gamma avait un effet délétère sur le revêtement/les cellules. 

  

 

II.3.3 Synthèses de la reproductibilité sur les échantillons TA6V brill 

A l’issue de ces premières séries d’expériences (optimisation de la valeur de la concentration 

cellulaire - § II.3.2 et influence de la stérilisation UV sur la viabilité cellulaire - § II.4.2), on a pu noter 

des différences significatives quant à la prolifération des cellules sur substrats non revêtus, stérilisés en 

UV. En effet, si l’on juxtapose les images enregistrées sur les deux séries susmentionnées et réalisées 

dans les mêmes conditions sur des échantillons identiques, on observe, sur les trois temps 

d’incubation, des résultats hétérogènes en termes de densité, prolifération et différentiation cellulaire 

des fibroblastes humains HGF1 (Figure IV- 9). 

 

Figure IV- 9 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée HGF1 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) à une concentration de 1.104 cellules/c2 à un temps donné 1 (A), des surfaces témoins (TA6V brill) à un 

temps donné 2 (B) et des surfaces témoins (TA6V brill) à une concentration cellulaire de 2.104 cellules/cm2 à un temps 
donné 3 (C) à 1, 3 et 7 jours d’incubation. 
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Alors que la première série d’expérience conduit à des résultats attendus avec une prolifération 

et une adhésion des cellules, pour la seconde série, les cellules ensemencées prolifèrent peu au bout de 

7 jours, même si les cellules adhèrent normalement. Ces disparités pourraient être expliquées par des 

surfaces différentes, en termes notamment de rugosité de surface. En effet, comme évoqué dans le 

chapitre II, les surfaces brillantées étudiées peuvent présenter des différences significatives de rugosité 

d’un lot à l’autre et même d’un échantillon à l’autre au sein du même lot (présence de sillons en 

surface, rayure plus ou moins marquées du à l’usinage...). Or, dans la littérature, de nombreuses études 

ont montré l’importance de l’état de surface de l’implant sur l’adhésion et la prolifération des 

fibroblastes gingivaux [21, 30-34]. Dans ce sens, selon Kokubu et al., la topographie de surface peut 

avoir un impact sur l’adhésion des fibroblastes [35]. Oates et al. ont, également, montré une différence 

dans l’adhésion et la prolifération des HGF1 sur des surfaces de titane de rugosité très différentes. En 

fonction de l’ensemencement des cellules sur une surface polie (Ra=0,54 μm) ou rugueuse (Ra=4.14 

μm), l’orientation des cellules sera différente. Les cellules ensemencées sur la surface rugueuse sont 

plus adhérentes et suivent les irrégularités de la surface alors que celles ensemencées sur le titane lisse 

s’orientent de manière parallèle aux stries de surface du à l’usinage des échantillons [36]. Une autre 

hypothèse quant à la faible reproductibilité des résultats est liée à l’utilisation même de la lignée 

étudiée. 

Pour vérifier cette dernière hypothèse, la concentration cellulaire initiale des cellules de la 

lignée HGF1, déposée sur les surfaces titanes non revêtues et stérilisées en UV, a été doublée (2.104 

cellules/cm2) par rapport aux deux premières expériences présentées. Les échantillons sont testés avec 

quatre répétitions. Au bout de 7 jours, contrairement à ce qui était attendu, la prolifération des cellules 

ensemencées est assez faible (Figure IV- 9). La quantité de cellules présente en surface après 7 jours 

est même inférieure à celle obtenue pour une concentration deux fois plus faible. Un problème au 

niveau de la lignée cellulaire est ainsi mis en évidence. La lignée cellulaire HGF1 est connue pour être 

assez difficile à mettre en œuvre en culture cellulaire, ce qui pourrait expliquer les résultats divergents 

observés. 

Dans ce contexte de difficulté de mise en culture et de manque de reproductibilité des 

expériences réalisées avec la lignée cellulaire HGF1, il a été décidé de travailler avec une autre lignée 

cellulaire connue pour sa facilité de mise en culture : les fibroblastes embryonnaires de souris 

NiH3T3. 
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II.4 Viabilité cellulaire en présence de cellules embryonnaires de 
souris (NiH3T3) 

II.4.1 Choix des conditions expérimentales 

Le choix de cette nouvelle lignée est, alors, basée sur la littérature [37, 38] et sur l’expertise 

propre des chercheurs du laboratoire. En effet, une précédence étude, menée par Renoud et al. a 

montré une bonne prolifération de fibroblastes de souris en présence de revêtements à base de 

chitosane [17]. Expérimentalement, les cellules sont ensemencées sur les puits de culture et observées 

après 1 et 5 jours d’incubations (Figure IV- 10). 

 

Figure IV- 10 : Observations en optique de la croissance cellulaire des cellules NiH3T3 sur la boîte de culture à J1, J5 
avec une concentration initiale de 8.104 cellules/cm2. 

A J+1, on peut observer sur le support plastique que les cellules commencent à adhérer. La 

densité cellulaire augmente exponentiellement jusqu’à atteindre la confluence à J+5. La concentration 

cellulaire sélectionnée ici (8.104 cellules/cm2) est donc suffisante pour effectuer les prochaines 

expériences de viabilité cellulaire par les tests de cytotoxicité. Aux vues de nos résultats, les 

expériences suivantes seront réalisées de manière à obtenir une quantité de cellules optimale (cellules 

non confluentes) : J1 et J4. 

II.4.2 Cytotoxicité des revêtements à base de chitosane stérilisés 

II.4.2.1 Viabilité des cellules sur les échantillons stérilisés par ETO 

Dans cette nouvelle expérience, la viabilité cellulaire a été observée par marquage Live/Dead® 

sur les deux systèmes TA6V brill et CkitTPiTA6V brill (Figure IV- 1). Tous les échantillons ont été stérilisés, 

au préalable, par l’oxyde d’éthylène. Les images en épifluorescence enregistrées à J+1et J+4 sont 

proposées sur la Figure IV- 11. 
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Figure IV- 11 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée NiH3T3 et observation en épifluorescence des surfaces 
TA6V brill (A) et des revêtements CkitTPiTA6V brill (B) tous deux stérilisés par ETO après 1 et 4 jours de culture. 

On observe sur la série d’images A que les cellules sont bien adhérées et prolifèrent 

normalement sur les substrats non revêtus jusqu’à J+4. Par ailleurs, on note pour la série B relative aux 

échantillons CkitTPiTA6V brill, que les cellules sont toutes agglomérées en surface (Figure IV- 11 B). Le 

revêtement chitosane apparaît ici dégradé à J1 et J4 d’incubation (gonflement du film de chitosane). 

Toutefois, une partie des cellules observées sur cet échantillon semblent avoir adhérées au revêtement 

de chitosane. Le manque d’adhésion cellulaire pourrait ainsi être du uniquement à la dégradation du 

revêtement chitosane stérilisé à l’ETO. 

 

 

Ces observations montrent que les cellules adhèrent et prolifèrent mieux sur le TA6V brill que 

sur le revêtement chitosane CkitTPiTA6V brill. 

 

 

II.4.2.2 Viabilité des cellules sur les échantillons stérilisés par CO2 supercritique 

Enfin, l’influence de la méthode de stérilisation sur la viabilité cellulaire a été testée sur des 

échantillons TA6V brill et CkitTPiTA6V brill stérilisés par CO2 supercritique. La technique de stérilisation par 

CO2 supercritique « classique » entrainant une détérioration visible à l’œil des échantillons revêtus CS 

(cf chapitre III)( du aux conditions de dépressurisation), la société Rescoll, l’un de nos partenaires du 

consortium, a optimisé cette méthode en interne afin de limiter au maximum une dégradation du 
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revêtement chitosane. C’est cette méthode de stérilisation par CO2 supercritique dans des conditions 

douces qui a été utilisée pour stériliser les échantillons avant ces tests de viabilité cellulaire. Les 

images des observations de l’épifluorescence des différents échantillons après 1 et 4 jours d’incubation 

sont proposées sur la Figure IV- 12. 

 

Figure IV- 12 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée NiH3T3 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) (A) et des revêtements bioactifs CkitTPiTA6V brill (B) après 1 et 4 jours de culture. 

L’adhésion et la prolifération des NiH3T3 sur les échantillons TA6V brill (série A) ont ainsi pu être 

vérifiées à tous les temps (Figure IV- 12 A). La densité cellulaire augmente exponentiellement avec le 

temps d’incubation et les cellules adhèrent à la surface ; signe d’une viabilité cellulaire optimale. En ce 

qui concerne les échantillons CkitTPiTA6V brill (série B), des différences significatives de comportement 

cellulaire sont observées (Figure IV- 12 B). Après 1 jour de culture, l’adhésion cellulaire sur les 

revêtements est comparable à l’échantillon témoin, avec cependant l’observation de cellules rondes et 

agglutinées. A J4, une prolifération cellulaire est observée sur les échantillons CkitTPiTA6V brill mais plus 

faible que pour les échantillons contrôles. Toutefois, il est important de remarquer qu’une partie des 

cellules ensemencées sur les CkitTPiTA6V brill à J4 n’est pas viable (observation d’une faible quantité de 

cellules fluorescent en rouge sur l’image). 

Plusieurs pistes pour expliquer ce dernier résultat peuvent être avancées. Premièrement, il 

pourrait s’agir d’une toxicité à long terme du revêtement (soit du au chitosane, à l’agent de couplage 

utilisé ou soit du à la stérilisation employée). Cependant les premiers résultats obtenus à J4 et ceux 

obtenus dans la littérature peuvent remettre en question cette hypothèse d’un revêtement toxique. En 

effet, d’après l’étude de Tchemtchoua et al., les fibroblastes primaires se développent sur des films de 
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chitosane de chez kitozyme, même si la densité cellulaire est largement plus faible que sur les puits 

contrôles [39]. 

Deuxièmement, ce résultat pourrait être lié aux conditions opératoires, en effet, les observations 

étant effectuées avec un microscope inversé, les échantillons doivent être retournés pour analyse d’où 

un risque d’une potentielle dégradation cellulaire lors de l’analyse. De plus, les étapes de lavage de 

l’échantillon peuvent parfois entrainer un décrochement des débris cellulaires et des cellules 

faiblement adhérées au support (observations en interne). 

II.5 Cytocompatibilité des biopolymères 

Les résultats de cytotoxicité présentés jusqu’ici sont assez mitigés. En effet, tout au long des 

expériences, il a été mis en lumière de nombreuses difficultés (concentration cellulaire, type de lignée, 

effet néfaste de certaine voie de stérilisation, dégradation partielle du revêtement, problème de 

manipulation...). Il est donc assez difficile de conclure sur une réelle non cytotoxicité du revêtement 

préparé. Pour aller plus loin, il a été décidé d’étudier, plus en détail, un dernier paramètre qui est le 

choix du chitosane. En effet, toutes les études menées précédemment au laboratoire (antérieures aux 

travaux menés en thèse) ont été réalisées avec du chitosane de chez sigma (pour rappel, origine 

crustacés et DA de 16,68). Comme évoqué dans l’étude bibliographique et dans le chapitre II, l’origine 

du chitosane kitozyme ainsi que ses paramètres structuraux (DA de 21,7, masse molaire) peuvent 

moduler les propriétés biologiques des chitosanes vis-à-vis des cellules. En conséquence, il a été jugé 

utile de tester aussi le chitosane sigma (Csig). Bien que ce dernier ne soit pas de grade médical, sa 

capacité à favoriser l’adhésion et la prolifération cellulaire a déjà été démontré au laboratoire par la 

coloration Live/Dead® et le dosage alamar blue [17, 26, 40]. 

II.5.1 Criblage en présence de cellules humaines osseuses (MG63) 

Afin de comparer la cytotoxicité des deux types de chitosane, un criblage a été réalisé sur des 

films de chitosane Csig et Ckit préparés à partir de solution présentant deux concentrations différentes (2 

et 4 % massique) et déposés sur des substrats de titane par un simple dépôt. L’ensemble des 

échantillons a été stérilisé par UV avant ensemencement des cellules (5.104 cellules/cm2) et incubation 

24 h à 37°C. Suite au marquage Live/Dead®, on a pu obtenir les résultats présentés sur la Figure IV- 

13. L’observation des images A et B montre une densité et une prolifération cellulaire satisfaisante 

pour les deux contrôles de l’expérience, c’est à dire sur puits seul et sur l’échantillon TA6V brill (Figure 

IV- 13 A et B). 
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Figure IV- 13 : Marquage Live/Dead® des ostéoblastes sur cellules déposées dans le puits control négatif (A), sur 
substrat de titane brut (B), sur film de Ckit2% (C), sur film de Csig2% (D), sur film de Ckit4% (E), 

sur film de Csig4% (F). 

En ce qui concerne les films à base de Ckit, préparés avec une solution de chitosane à 2 et 4%, 

respectivement images C et E, les cellules sont peu nombreuses, rondes et non adhérentes (Figure IV- 

13 C et E). Par ailleurs, dans le cas de la plus faible concentration, les cellules s’agglutinent à la 

surface, signe d’une surface non idéale pour l’adhésion et la prolifération cellulaire. Ensuite, le film 

préparé à partir de chitosane sigma à 2%, montre des ostéoblastes peu adhérents et agglutinées sur le 

film (Figure IV- 13 D). Dans le cas d’une plus forte concentration en Csig, (4%, Figure IV- 13-F), la 

densité cellulaire observée est la plus importante des 4 échantillons analysés. Les cellules sont bien 

adhérées et séparées à la surface de l’échantillon, ce qui devrait être favorable à une prolifération 

optimale à plus grand temps d’incubation. A coté de cette série d’expériences, une seconde série 

identique mais sur film autosupporté, c’est à dire sans substrat a montré des résultats comparables. En 

conclusion, ce screening a permis de montrer que les cellules adhèrent davantage sur les échantillons 

préparés à partir du Csig avec une concentration de 4%. 
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II.5.2 Viabilité cellulaire des revêtements en présence de NiH3T3 

Il a été également réalisé une série d’expériences, cette fois sur substrats revêtus de chitosane 

sigma en présence des cellules embryonnaires de souris NiH3T3. 

Dans cette série expériences, la viabilité cellulaire a été observée par marquage Live/Dead® sur 

les deux systèmes: TA6V brill et CsigTPiTA6V brill (descriptif détaillé des échantillons Figure IV- 1). 

L’ensemble des échantillons a été stérilisé, au préalable, par irradiation UV, les échantillons sont testés 

avec deux répétitions.  

 

Figure IV- 14 : Marquage Live/Dead® des cellules de la lignée NiH3T3 et observation en épifluorescence des surfaces 
témoins (TA6V brill) (A) et des surfaces revêtues CsigtTPiTA6V brill (B). 

D’après les observations proposées sur la figure IV-15, à J1 les cellules sont bien adhérées et 

prolifèrent normalement sur l’échantillon TA6V brill avec une densité cellulaire importante à J7. En 

revanche, dans le cas des échantillons CsigTPiTA6V brill , à J1 les cellules sont moins nombreuses, rondes 

et regroupées en amas, signe d’une mauvaise adhésion de surface. A partir de J3, les cellules 

ensemencées sur le revêtement sont toutes mortes (Figure IV- 14 B2) et à J7 plus aucune cellule, ni 

vivante ni morte, n’est observée. De ce résultat, à nouveau plutôt négatif, on peut conclure qu’il y a un 

problème d’adhérence cellulaire, de cytotoxicité des revêtements préparés ou de l’effet de la 

stérilisation. 

Plusieurs hypothèses peuvent être formulées, en plus, de conditions expérimentales difficiles, on 

peut également supposer que le film greffé est cytotoxique. Cependant, cette hypothèse reste difficile à 

valider car comme cela a déjà été rappelé, la cytocompatilité de ce type de film de chitosane a, 

précédemment, été démontré en présence de NiH3T3 ainsi que de fibroblastes gingivaux HGF1 [17, 

26]. 
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Une deuxième hypothèse possible serait la présence de résidus toxiques en surface de 

l’échantillon en lien avec la méthode-même de préparation du revêtement. Une remise en cause du 

silane alors employé pourrait ainsi être faite. Cependant, ce silane a été choisi en raison de sa large 

utilisation dans le domaine biomédical, notamment en tant que sonde [41] ou en tant que surface 

initiale permettant le dépôt d’hydroxyapatite pour des tests de biocompatibilité en présence 

d’ostéoblastes [42]. Par ailleurs, Lee et al. ont précédemment démontré que l’utilisation du silane, le 

TESPSA, déposé en monocouche sur une surface présente une force d’adhésion cellulaire équivalente 

à celle de peptides [43]. De plus précédemment au laboratoire nous avons pu démontrer la 

biocompatibilité des cellules HGF1 en présence d’un revêtement de chitosane greffé via la voie B sur 

le substrat de titane [40]. 

 

 

Nous avons pu mettre en évidence une mauvaise compatibilité des revêtements utilisés avec la 

croissance des lignées cellulaires étudiées in vitro. Afin de répondre de façon plus précise à la 

question de savoir quelle est la cause de ce comportement, il s’avère nécessaire de réaliser de 

nouvelles expériences pour prouver la reproductibilité des résultats avec les revêtements obtenus 

avec les deux types de chitosane différents et une concentration de 4% pour Csig et 2% pour Ckit en 

présence des cellules NiH3T3 et des cellules osseuses humaines (MG63).  

Par ailleurs, comme les expériences de biocompatibilité sur matériau sont des méthodes 

difficiles à mettre en œuvre (nombreux problèmes techniques à surmonter), il serait intéressant de 

réaliser une analyse complémentaire en analysant la cytotoxicité des produits restitués par le 

revêtement bioactif dans le milieu de culture (une méthode indirecte de détection de la cytotoxicité) 

[44]. 
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Cette thèse porte sur la synthèse et les caractérisations physico-chimiques et biologiques de 

revêtements polymère à base de chitosane. L’objectif affiché de ce travail a trait à la fonctionnalisation 

d’implants dentaires existants par ledit revêtement de façon à lutter efficacement contre la péri-

implantite. Dans ce sens, des efforts ont été effectués pour préparer un revêtement homogène et 

adhérent de chitosane sur une surface modèle en alliage de titane. 

Ainsi, afin d’immobiliser le chitosane sur le substrat, deux voies de greffage ont été proposées, 

toutes deux basées sur l’utilisation d’un agent de couplage de type organo-alcoxysilane pour former 

une liaison amide entre le polymère et ce dernier. Pour la première voie de greffage (voie A), il a été 

utilisé le système APTES+AS ainsi qu’un chitosane d’origine animal Csig. Il s’agit d’un procédé en 

trois étapes conduisant à la formation d’une double liaison peptidique. Des problèmes de 

reproductibilité spécifiques à cette voie associés à une tenue non optimale du revêtement après son 

immersion dans une solution salivaire acide nous ont amenés à stopper cette voie au profit d’une 

deuxième plus performante. Cette deuxième voie (voie B), basée sur l’utilisation d’un silane 

fonctionnalisé par un anhydride succinique (TESPSA), comprend une étape de moins et conduit à la 

formation d’une simple liaison peptidique entre le silane et le biopolymère. Après optimisation du 

procédé de greffage, des revêtements très performants ont pu être produits, en termes d’homogénéité, 

d’adhérence et surtout de tenue en milieu salivaire acide. Ainsi, cette solution considérée comme la 

plus pertinence pour l’application visée a été testée sur un prototype. Le succès de cette opération 

valide la pertinente du procédé mis au point. 

Une étude de la restitution en milieu acide du chitosane déposé par la voie sélectionnée a aussi 

été menée. Les résultats des dosages ont permis de mettre en évidence deux points importants, (i) le 

maintien d’une quantité de chitosane sur une période de 5 à 6 jours et (ii) une cinétique de restitution 

du chitosane plus lente lorsque ce dernier est greffé par rapport à un revêtement « simplement 

déposé ». Ensuite, l’impact des modes de stérilisation sur les propriétés des revêtements 

(morphologies, topographies, mouillabilité, DA, masses molaires moyennes et indice de 

polydispersité) a été étudié. Cette étude a mis en évidence une détérioration morphologique des dépôts 

après la stérilisation autoclave. Les stérilisations par rayons gamma et sous ETO, se sont avérées, 

quant à elles, les plus pertinentes pour conserver la morphologie des revêtements après stérilisation. 

Enfin, pour l’ensemble des stérilisations, les caractérisations par RMN et SEC ont montré une 
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modification des masses molaires moyennes du chitosane et les analyses chimiques des surfaces ont 

montré la présence de produits issus de la dégradation de l’emballage ayant servi à contenir 

l’échantillon lors de la stérilisation.  

Des tests bactériologiques, sur des échantillons préparés par la voie sélectionnée, ont été 

effectués en présence des bactéries communes E. coli et S. aureus, confirmant les propriétés 

antibactériennes du dispositif (CkitTPiTA6V brill).  

En revanche les tests de cytocompatibilité n’ont pas pu être concluants et de nouveaux essais 

doivent être entrepris. 

De nombreuses perspectives peuvent être proposées pour la suite de ce travail. 

Tout d’abord, il semble possible d’optimiser la voie A, en utilisant le Di-(N-

succinimidyl)oxalate (DSO), en remplacement de l’anhydride succinique. Le principe de cette réaction 

peut être illustré via le greffage de la glycine sur une surface fonctionnalisée par un groupement amine 

[1]. 

 

Figure 1 : Réaction du DSO et du groupement amine de la surface, suivi par la réaction de la surface activée 
par le DSO avec un acide aminé : la glycine (Böhmler, 2012). 

Par ailleurs, toujours en lien avec la chimie du procédé de greffage, il pourrait être envisagé 

l’utilisation d’autres agents de couplage, à base d’organosilane (isocyanate) ou d’organophosphate. De 

même, l’amélioration du greffage pourrait être envisagée par l’augmentation de la surface spécifique 

du substrat de façon à maximiser les densités de greffage (surfaces micro, méso-poreuses). 

Concernant l’évaluation bactériologique, il serait opportun d’évaluer les propriétés 

antibactériennes des revêtements chitosane en présence de bactéries pathogènes parodontales telles 

que par exemple P. gingivalis, T. forsythia et P. intermedia. Par ailleurs, il serait également intéressant 

de déterminer les propriétés antiadhésives des revêtements en présence de S. epidermidis ica+.  

Enfin, concernant l’évaluation de la cytocompatibilité des revêtements chitosane, il s’avère 

nécessaire dans un premier temps de prouver la reproductibilité des résultats obtenus en présence des 

lignées cellulaires NiH3T3 et MG63. Par ailleurs, une autre méthode pourrait être employée afin de 

rendre compte de la viabilité cellulaire : le test Alamar Blue® qui se base sur l’étude de l’activité 

métabolique de la cellule. La cytotoxicité des produits restitués par le revêtement polymère semble 

être, de plus, une analyse complémentaire pertinente à réaliser. 
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Annexe A1 : Traitement de surface 

I. Anodisation 
Les surfaces anodisées TA6V anod ont été préparées par l’entreprise Sélénium medical. 

La technique d’anodisation est un procédé électrochimique qui, par traitement de surface du 

substrat, transforme le métal en son oxyde. La pastille de titane à traiter sert d’anode et trempe dans 

une solution électrolytique, la cathode consiste en une électrode de platine de référence. En présence 

d’un courant continu et d’une différence de potentiel (entre 0 et 100V) entre les deux électrodes, une 

réaction d’oxydation a lieu à la surface du titane. Une couche de TiO2 d’environ quelques micromètres 

est ainsi formée, présentant un état de surface différent du substrat avant anodisation. 

Les pastilles d’alliage de titane (TA6V) sont préalablement microbillés avant l’anodisation. La 

solution électrolytique est interne à la société Sélénium medical et sa composition est confidentielle. 

II. Polissage des surfaces 
Les surfaces d’alliage de titane (TA6V) polies ont été fournies par la société Global D. Les 

pastilles sont usinées à partir d’une barre de titane, puis polies avec une pâte diamantée et une brosse 

tournante. 

III. Brillantage 
Les surfaces d’alliage de titane (TA6V) ont été brillantées par la société Global D. Pour réaliser 

ce traitement, les échantillons (pastilles ou plaques) sont placés après usinage dans un bac contenant le 

média de brillantage (Figure A- 1). Des cycles d’une durée définie sont ensuite réalisés afin de 

brillanter les surfaces. Le média de brillantage est composé de granulés de polissage, issus de noyaux 

de noix et de fruits moulus et nettoyés (fournisseur Dreher). 

 

Figure A- 1 : Images du procédé de brillantage. 
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Annexe A2 : Elaboration des revêtements de chitosane 

I. Méthode de dépôt du chitosane  
Le dépôt du chitosane sur les pastilles de titane a été réalisé par dip-coating. Ce procédé 

consiste à tremper le substrat dans une cuve contenant la solution polymère, puis à le retirer de façon 

contrôlée (Figure A- 2). Un temps d’immersion dans la solution de 30 s et une vitesse de retrait 1 

mm/s ont été utilisés pour tous les dépôts de chitosane. 

 

Figure A- 2 : Principe de dépôt d’un film de chitosane par dip-coating. 

II. Greffage covalent via la voie A 
Le protocole expérimental pour l’élaboration des revêtements de chitosane via la voie A est le 

suivant: 

- Prétraitement de la surface de titane : les échantillons sont nettoyés aux ultrasons dans un 

mélange acétone-éthanol (50/50 v/v) (20 mL par échantillon) pendant 10 min, puis séchés à 

température ambiante.  

- Activation de la surface : les échantillons sont immergés dans une solution piranha (7/3, v/v, 

95-98% H2SO4/ 30 % H2O2) pendant 10 min (10 mL par pastille). Ils sont ensuite rincés à 

l’eau distillée et séchés à température ambiante. 

- Greffage covalent de l’APTES : les échantillons sont immergés dans une solution d’APTES 

3% dans du toluène anhydre (v/v, 3/97) (10 mL par pastille) pendant 24 h. Ils sont ensuite 

nettoyés aux ultrasons dans du toluène anhydre pendant 20 min, afin d’enlever tous les 

composés physisorbés en surface (20 mL par pastille). Cette procédure est réalisée trois fois. 

- Réaction avec l’anhydride succinique (SA) : les échantillons sont immergés dans une 

solution d’anhydride succinique (0,1 M) dans du DiMethylFormamide (DMF) pendant 24 h. 

Ils sont ensuite lavés par ultrasons dans une solution de DMF puis d’eau distillée pendant 20 

min chacun. 

- Dépôt du chitosane : après avoir séché les échantillons, la solution de chitosane Csig à 4 wt% 

(3% (v/v) d’acide acétique et 97% (v/v) d’eau distillée) est déposée sur les échantillons par 

dip-coating.  
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- Séchage des échantillons : les échantillons sont ensuite séchés à l’étuve à 80°C pendant 48h. 

III. Greffage covalent via la voie B 
Les deux protocoles expérimentaux pour l’élaboration des revêtements à base de chitosane via 

la voie B sont les suivants: 

III.1 Protocole sous air 

- Prétraitement de la surface de titane : les échantillons sont nettoyés aux ultrasons dans un 

mélange acétone-éthanol (50/50 v/v) (20 mL par échantillon) pendant 10 min, puis séchés à 

température ambiante.  

- Activation de la surface : les échantillons sont immergés dans une solution piranha (7/3, v/v, 

95-98% H2SO4/ 30 % H2O2) pendant 10 min (10 mL par pastille). Ils sont ensuite rincés à 

l’eau distillée et séchés à température ambiante. 

- Greffage covalent du TESPSA : les échantillons sont immergés dans une solution de 

TESPSA 10% dans du toluène anhydre (v/v, 10/90) (10 mL par pastille) pendant 24 h. Ils 

sont ensuite nettoyés aux ultrasons dans du toluène anhydre, du DMF et de l’eau distillée 

pendant 15 min chacun (20 mL par pastille).  

- Dépôt du chitosane : après avoir séché, les échantillons, la solution de chitosane Csig à 4 

wt% (3% (v/v) d’acide acétique et 97% (v/v) d’eau distillée) est déposée sur les échantillons 

par dip-coating.  

- Séchage des échantillons : les échantillons sont ensuite séchés à l’étuve à 80°C pendant 24h. 

 

III.2 Protocole sous gaz inerte 

- Prétraitement de la surface de titane : les échantillons sont nettoyés aux ultrasons dans un 

mélange acétone-éthanol (50/50, v/v) (20 mL par échantillon) pendant 10 min, puis séchés 

30 min à 40°C.  

- Activation de la surface . les échantillons sont immergés dans une solution piranha (7/3, v/v, 

95-98% H2SO4/ 30 % H2O2) pendant 10 min (10 mL par pastille). Ils sont ensuite rincés à 

l’eau distillée et séchés à 150°C sous gaz inerte pendant 1 h. 

- Greffage covalent du TESPSA : les échantillons sont immergés dans une solution de 

TESPSA à 0,1% (v/v) dans du pentane, sous gaz inerte. Après une heure de mise en contact, 

le solvant est retiré et les échantillons sont ensuite chauffés à 150°C pendant 12 h sous gaz 

inerte. Suite à cette étape, les échantillons sont nettoyés aux ultrasons par trois lavages 

successifs dans une solution de pentane, de tétrahydrofurane et de dichlorométhane pendant 

10 min chacun.  
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- Dépôt du chitosane : après avoir séché les échantillons sous gaz inerte, la solution de 

chitosane (Csig à 4 wt% ou Ckit à 2wt%) (3% (v/v) d’acide acétique et 97% (v/v) d’eau 

distillée) est déposée sur les échantillons par dip-coating.  

- Séchage des échantillons : les échantillons sont ensuite séchés à l’étuve à 80°C pendant 24h. 

IV. Résistance en milieu salivaire 
La tenue des revêtements de chitosane a été vérifiée par immersion des revêtements en milieu 

salivaire artificiel. La composition des solutions de salive artificielle est la suivante : 

KCl 0.4 g/L   NaH2PO4.2H2O 0.609 g/L 

NaCl 0.4 g/L   Na2S 0.005g/L 

CaCl2.2H2O 0.906 g/L  Urée 1g/L 

L’urée est ajouté le jour de l’utilisation de la solution. Afin d’atteindre le pH désiré, l’acide 

acétique est ajouté goutte à goutte à la solution. Les pastilles à tester sont placées dans un bécher 

contenant la solution salivaire à pH 3 ou à pH 5. Après 24 h d’immersion, on rince les échantillons à 

l’eau distillée, puis ils sont séchés à température ambiante avant les caractérisations.  
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Annexe A3 : Caractérisations de surface 

I. Etude des surfaces par microscopies 
I.1 Microscopie Electronique à Balayage (MEB) 

Les surfaces employées dans ce projet ont été analysées en Microscopie Electronique à 

Balayage (MEB ou SEM pour Scanning Electron Microscopy). Le principe de cette technique consiste 

à balayer avec un faisceau d’électrons la surface à analyser. Le signal émis par l’échantillon est 

composé de particules et de rayonnements électromagnétiques résultant des interactions électrons-

matière : électrons secondaires, électrons rétrodiffusés, photons X et électrons Auger. L’étude de ces 

particules et rayonnements apporte différentes informations sur la surface de l’échantillon. Il est ainsi 

possible d’observer les contrastes topographiques (mode électrons secondaires) et chimiques (mode 

électrons rétrodiffusés) de la surface étudiée. 

Au cours du projet, trois microscopes électroniques à balayage ont été utilisés : le microscope 

SEM/FEG Quanta 250 (FEI, Hillsboro, USA) de Science et Surface et celui du Centre Technologique 

des Microstructures (CTμ), équipés de détecteurs d’électrons secondaires, d’électrons rétrodiffusés et 

de photons X (détecteur EDX Brûker) et un microscope Hitachi S800 FEG situé au CTμ, équipé d’un 

système de microanalyse EDX avec logiciels IDFix et MaxView de SamX. 

Les substrats étudiés dans la partie I du chapitre II ont été analysés par MEB sur l’appareil FEI 

Quanta 250 FEG (CTμ) à 15 kV en mode électrons secondaires à un grossissement x 400. La 

comparaison des surfaces d’alliage de titane brillantés de deux formats différents a été réalisée sur 

l’appareil FEI Quanta 250 FEG (Science et Surface) et les images ont été enregistrées à 15 kV en 

mode électrons secondaires à un grossissement de x 400 et x 5000. 

Dans la partie V du chapitre II, les clichés des revêtements à base de chitosane après 

immersion en milieu acide, ont été enregistrés sur un microscope FEI Quanta 250 FEG (CTμ et 

Science et Surface). Dans la partie V.1 de ce chapitre, les revêtements polymères avant et après 

immersion en milieu salivaire acide ont été observés avec une tension d’accélération de 1 kV en mode 

électrons secondaires et les images ont été enregistrées à un grossissement de × 8 et de × 80 (cf 

publication soumise). Dans la partie V.2, les images ont été obtenues à un grossissement de × 400 à 

une tension de 5 kV. 

Dans la partie VI du chapitre II, les prototypes avant et après greffage du chitosane ont été 

observés en mode électrons secondaires sur le FEI Quanta 250 FEG du CTμ à une tension 

d’accélération de 5 kV avec un grossissement de × 400. Les mêmes paramètres sont appliqués pour 

l’observation des surfaces après immersion en milieu acide.  
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Enfin dans la partie I du chapitre III, les échantillons sont étudiés avec le FEI Quanta 250 FEG 

(CTμ) à un grossissement de × 400 avec une tension de 15 kV pour les substrats nus et une tension de 

5 kV pour les substrats revêtus (mode électrons secondaires). 

I.2 Microscopie à force atomique (AFM) 

La microscopie AFM permet de réaliser des images topographiques de la surface des 

échantillons avec une haute résolution (quelques angströms). Le principe de l’AFM est basé sur les 

forces d’interaction entre l’échantillon à analyser et une pointe montée sur un microlevier. L’appareil 

utilisé pour les mesures sur les substrats non revêtus est un AFM Scientec Molecular Imaging (camera 

Picosim II) disponible au LMI. La vitesse de balayage est identique pour les deux dimensions 

d’image, soit 1 ligne/s.  

I.3 Profilomètrie 3D de contact 

Une autre technique que l’on peut utiliser afin de déterminer la rugosité de surface est la 

profilomètrie à pointe. Cette technique est basée sur le contact entre une pointe en diamant et la 

surface de l’échantillon. La position verticale Z est alors mesurée via un capteur solidaire de la pointe 

lors de son déplacement selon l’axe X, ce qui permet ainsi d'établir le profil Z=f(X) de la surface. Dans 

le cadre de notre projet, comme nous analysons des surfaces accidentées, un seul profil n’est pas 

représentatif de la surface. Il est plus pertinent de passer à une cartographie 3D de la surface. Ainsi, 

l’axe en Y sera également considéré, permettant des mesures de rugosité non plus sur un seul profil 

mais sur une surface (Sa, Sq). 

Cette technique a été employée afin de caractériser les substrats non revêtus (I du chapitre II). 

Après nettoyage des substrats, les échantillons sont analysés avec le profilomètre (Veeco, Dektak). Les 

valeurs de rugosité (Sa et Sq) ont été obtenues suite à une analyse d’une surface de dimension 3 mm x 

3 mm, la durée de passage étant de 20 s. La résolution est de 500 nm/cartographie. 

I.4 Profilomètrie 3D optique 

La profilomètrie optique est une autre technique utilisée pour l’analyse de la surface d’un 

implant. Elle permet l’obtention d’une valeur de rugosité sur une grande surface sans contact. Les 

mesures ont été effectuées au laboratoire LACMOS (UCBL) par le Pr. Philippe Sainsot. Les valeurs 

de rugosité (Sa = Ra) ont été obtenues sur une surface de 1,273 mm x 0,955 mm. Le pas est de 1,66 

μm et 332 nm pour un grandissement de 10 et 50, respectivement. Sur cet appareil l’erreur acceptée 

est de 10 %.  

Cette technique a été employée afin de caractériser les substrats non revêtus (I du chapitre II) 

ainsi que pour des mesures d’épaisseur du chitosane sur substrat (V du chapitre II). 



Annexes 

 

  191 

II. Etudes des surfaces par spectroscopies 
II.1 X-Ray Photoelectron Spectroscopy (XPS) 

Cette technique également appelée ESCA (Electron Spectroscopy for Chemical Analysis) est 

une analyse de surface élémentaire, qualitative et semi-quantitative basée sur l’étude de la réponse de 

la surface d’un échantillon à une irradiation de rayons X (Figure A- 3).  

 

Figure A- 3 : Schéma du fonctionnement de l’XPS. 

L’analyse de l’interaction photons X/matière permet d’étudier les formes chimiques des 

éléments détectés (profondeur sondée de l’ordre de 5 à 10 nm). L’appareil utilisé pour caractériser les 

échantillons est un XPS PHI Quantera SXM (Physical Electronics, Chanhassen, USA) localisé chez le 

partenaire Science et Surface. Cet appareil est équipé d’un analyseur d’énergies d’électrons 

hémisphérique à 180° et d’une source monochromatique Al Kα (1486,6 eV, 15 kV et 4 mA). La zone 

d’analyse est de 200 μm x 200 μm et l’angle de détection par rapport à la surface du substrat est de 

45°. La résolution en énergie est de 0,5 eV (mesurée sur Ag3d5/2). Deux mesures ont été réalisées 

pour chaque échantillon. 

Cette technique a été utilisée afin de caractériser les substrats au cours des différentes étapes 

d’élaboration des revêtements mais également suite à l’immersion en milieu acide. Elle a été 

également employée afin de caractériser les revêtements chitosane suite aux différentes méthodes de 

stérilisation.  

II.2 Secondary Ion Mass Spectrometry (SIMS): ToF-SIMS et DSIMS  

La spectrométrie de masse est une technique d’analyse de surface très sensible permettant de 

déterminer les structures chimiques via la séparation en phase gazeuse d’ions atomiques et 

moléculaires en fonction de leur rapport masse/charge (m/z). Cette technique est basée sur l’analyse en 

masse de particules ionisées émises suite au bombardement de la surface par un faisceau d’ions (Ar+, 

Bin
+...). Elle est basée sur l’interaction de pulvérisation combinée à l’ionisation (Figure A- 4). 
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Figure A- 4 : Schéma de principe des cascades de collisions isotropes et des particules éjectées après bombardement 
d’un substrat par des ions primaires (images founies par Science et Surface). 

Certaines des collisions permettent ainsi l’émission de fragments depuis la surface. En 

spectromètrie de masse des ions secondaires, deux types de conditions d’analyse peuvent être 

employées : en conditions statiques (ToF-SIMS) et en conditions dynamiques (DSIMS). 

II.2.1 ToF-SIMS 

La technique ToF-SIMS permet de réaliser une analyse en extrême surface des matériaux, la 

profondeur sondée est de l’ordre de 1 à 2 nm. 

L’appareil utilisé pour caractériser les échantillons est le ToF-SIMS 5 (ION-TOF GmbH, 

Germany) situé à Science et Surface. Cet appareil est équipé d’un canon à ions Bi3
+ pulsé de 25 KeV 

avec une zone scannée de 100 μm x 100 μm. Les données ont été traitées avec le logiciel IONTOF 

Measurement Explorer. Les effets de charge ont été compensés par un canon à électrons en mode 

pulsé à faible énergie. La calibration en masse a été réalisée avec les ions secondaires hydrocarbonés 

en mode positif et avec les ions carbonés en mode négatif. Avant comparaison des données, les 

intensités mesurées ont été normalisées par rapport à l’intensité totale de chaque spectre. Trois 

mesures ont été réalisées pour chaque échantillon.  

Cette analyse d’extrême surface a été utilisée dans le chapitre II partie V afin de déterminer les 

composés chimiques présents en surface au cours des étapes d’élaboration des revêtements mais aussi 

pour comparer les échantillons revêtus chitosane suite aux traitements salivaires acides. Elle nous a 

permis également d’obtenir les fragments caractéristiques des silanes et des polymères utilisés. 

De l’imagerie ionique à partir d’espèces ioniques (en ions positifs et en ions négatifs) 

caractéristiques a été également réalisée pour comparer les différents échantillons (au cours des étapes 

de synthèse et après traitement en milieu acide). Les images ont été obtenues par large scans d’une 

zone de 10 000 μm x 10 000 μm avec une résolution de 250 x 250 pixels (cf partie V du chapitre II). 
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II.2.2 DSIMS 

L’analyse de spectrométrie de masse en mode dynamique (DSIMS) nous permet d’obtenir un 

profil de répartition en profondeur des ions positifs des éléments majeurs et de toutes les espèces 

ioniques (profondeur d’analyse de 1 nm à 20 μm).  

L’appareil utilisé pour caractériser les échantillons est le ToF-SIMS 5 (ION-TOF GmbH, 

Germany) situé à Science et Surface. Cet appareil est équipé d’un canon à ions Bi1
+ pulsé de 25 KeV. 

L’aire analysée était de 100 μm x 100 μm afin d’éviter les effets de bord et de redéposition (aire 

abrasée de 300 μm x 300 μm). La calibration de l’échelle en profondeur a été réalisée en mesurant la 

profondeur du cratère avec un profilomètre optique (cf I.4). 

Cette technique a été utilisée dans le chapitre II partie V afin de déterminer l’épaisseur des dépôt 

de chitosane ainsi que de l’empilement des couches avant et après immersion en milieu acide. 

II.3 Spectroscopie Infrarouge 

Les spectres ont été enregistrés avec un spectromètre Thermo Scientific (Nicolet iS10) à 

transformée de Fourier dans la région de 3700 à 700 cm−1, en mode réflexion totale atténuée (ATR), 

équipé d’un crystal en diamant. Chaque spectre infrarouge présenté est une moyenne de 32 scans.  

III. Mouillabilité de surface via la technique de la 
goutte posée  

L’appareil utilisé, un easydrop (DSA30 Krüss), se situe au laboratoire. Les analyses ont été 

réalisées sur trois échantillons et sur chacun, quatre mesures au minimum ont été effectuées. Le 

volume d’eau déposé pour toutes les mesures est de 3 μL. Les angles de contact entre la surface et la 

goutte sont ensuite mesurés.  
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Annexe A4 : Caractérisations des chitosanes 

I. RMN 
Des analyses RMN ont été effectuées à la fois sur les chitosanes en poudre obtenus des 

fournisseurs et sur les films de chitosane une fois mis en forme. Avant analyse, les polymères (10 mg) 

sont dissous dans 1 mL d’eau deutéré (D2O) acidifié avec 5 μL d’acide chlorhydrique concentré (37 

%). Les spectres sont enregistrés sur un spectromètre Brucker 400 (400 MHz) à température ambiante. 

Le nombre de scans est de 128. 

II. Chromatographie d’exclusion stérique (SEC) 
Les analyses en SEC couplées à la diffusion de la lumière ont été effectuées par Agnès Crépet. 

L’utilisation d’un détecteur MALLS (Multi-Angle Laser Light Scattering) en plus du refractomètre a 

permis la détermination de l’indice de polymolécularité (Ð). 

Les colonnes utilisées sont des colonnes Tosoh TSK PW 2500 et TSK PW 6000, couplées en 

ligne avec un réfractomètre différentiel (Wyatt Optilab T-rEX) et une diffusion de la lumière multi-

angles (MALLS Wyatt EOS (laser 690 nm, cellule K5)). Un tampon acétate dégazé composé de 0,2 M 

d’acide acétique et 0,15 M d’acétate d'ammonium (pH = 4,5) a été utilisé comme éluant à un débit de 

0,5 mL.min-1 (pompe Agilent 1260 Infinity). Les solutions de chitosane à analyser ont été préparées à 

0,5 mg.mL-1 ou 1 mg.mL-1 dans le tampon et injectées (volume injecté = 100 μL) après filtration sur 

une membrane de taille de pores de 0,45 μm (Millipore). Pour déterminer Mw, un incrément indice de 

réfraction dn/dc de 0,1850 mL.g-1 a été employé, celui-ci ayant été déterminé lors des précédents 

travaux de Schatz et al .[1]. 

III. DRX 
Les poudres de chitosane ont été analysés par Diffraction des Rayons X (DRX). Le 

diffractomètre utilisé est un Panalytical X’Pert Pro, utilisant la radiation CuKα à 45 kV et à 30 mA. 

Les angles 2θ ont été scannés entre 5 et 40° avec un temps de comptage de 550 s à chaque pas d’angle 

(0,0167°). Une correction en z (déplacement en z = 0,27 mm), utilisant le plan (110) à 19,9474 °, a été 

effectuée  sur le diffractogramme de la poudre Csig. 
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IV. Viscosité des solutions de chitosane 
De manière générale, les viscosimètres à chute de bille utilisent la mesure de la vitesse limite de 

chute V d’une sphère de diamètre D et de masse volumique ρ2 dans un liquide de masse volumique ρ1, 

suffisamment visqueux pour que cette vitesse soit faible et dans le domaine d’application de la loi de 

Stokes. En effet, la bille, tout d’abord animée d’un mouvement uniformément accéléré, est rapidement 

freinée. Quand la résistance est égale et opposée au poids, le mouvement devient rectiligne et 

uniforme. On mesure le temps nécessaire à la chute d’une bille soumise à la gravité dans un tube 

rempli du fluide à analyser (principe d’Höppler). 

Les billes utilisées sont calibrées et répertoriées dans le tableau ci-dessous (Tableau A- 1). Selon 

la gamme de viscosité mesurée, les billes employées vont être plus ou moins lourdes et de diamètre 

plus ou moins grands. Grâce à la mesure du temps que met la bille à parcourir une portion bien définie 

du tube, on remonte à la viscosité grâce à la formule suivante : 

 

ʋ : viscosité du fluide (mPa.s) 

t : temps de chute de la bille (s) 

1 : densité du fluide (g/cm3) 

2 : densité de la bille (g/cm3) 

K : constante associée à la bille (mPa.cm3/g). 

Tableau A- 1 : Caractéristiques des billes employées dans le cas de mesure de la viscosité en chute de bille. 

Billes Diamètre (mm) Masse (g) Densité K (mPa.cm3/g) 

4 15,228 15,205 8,1270 0,472 

5 13,978 11,037 7,7183 6,799 

Pour les quatre différentes solutions de chitosane, les mesures de viscosité ont été réalisées trois 

fois (cf chapitre II partie II).  
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Annexe A5 : Résultats complémentaires du chapitre II 

I. Valorisation scientifique de la voie de greffage A 
Cette première étude a fait l’objet de la publication suivante soumise à Applied Surface Science. 

L’objectif de cet article est double ; premièrement, il vise à évaluer précisément la chimie de surface 

au cours du greffage covalent de chitosane (Csig) sur un substrat en titane pur (Ti) et deuxièmement, il 

vise à étudier la résistance de ce revêtement polymère en milieu salivaire acidifié. De nombreuses 

techniques de caractérisation de surface ont été utilisées, la spectroscopie infrarouge en mode ATR 

(FTIR-ATR), la microscopie électronique à balayage (MEB), la spectroscopie d’énergie dispersive 

(EDS), la profilomètrie 3D, la spectrométrie de photoélectrons induits par rayons X (XPS) et la 

spectrométrie de masse des ions secondaires en mode dynamique (DSIMS) et statique (ToF-SIMS). 

Ce travail concerne le greffage covalent du chitosane à la surface de titane via l’utilisation de 

deux agents de couplage : l’APTES qui réagit à la surface du titane préalablement traité par de l’eau 

piranha, et l’anhydride succinique (SA), qui permet la formation d’une double liaison amide avec, 

d’une part, le groupement amine de l’APTES et, d’autre part, l’un des groupements amine libre du 

chitosane Csig. 

Ces travaux ont été menés en collaboration avec les docteurs Julien Amalric et Céline Brunon, 

de la société Science et Surface, partenaire du projet. 
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Abstract: 

Peri-implant bacterial infections are the main cause of complications in dentistry. Our group has 

previously proposed the attachment of chitosan on titanium implants via a covalent bond to improve 

its antibacterial properties while maintaining its biocompatibility. A better knowledge of the coating 

preparation process allows a better understanding of the bioactive coating in biological conditions. In 

this work, several relevant characterization techniques were used to assess an implant device during its 

production phase and its resistance in natural media at different pH. The titanium surface was 

functionalized with 3-AminoPropylTriEthoxySilane (APTES) followed by grafting of an organic 

coupling agent; succinic anhydride, able to form two covalent links, with the substrate through a Ti-O-

Si bond and the biopolymer through a peptide bond. Each step of the coating synthesis as well as the 

presence confirmation of the biopolymer on titanium after saliva immersion were followed by FTIR-

ATR, SEM, EDS, 3D profilometry, XPS and ToF-SIMS analyses. Results allowed to highlight the 

efficiency of each step of the process, and to propose a mechanism occurring during the chitosan 

coating degradation in saliva media at pH 5 and at pH 3. 

Keywords: Chitosan, Titanium, Surface characterization, Chemical resistance. 

Introduction 

Synthesis and improvement of biomaterials are challenging goals to increase performances of 

implantology cares [2]. Among usual biomaterials, metallic implants based on titanium and its alloys 



 

  

are preferred, essentially because of their biocompatibility, high corrosion resistance and suitable 

mechanical properties [3, 4]. However, titanium implants present a main weakness linked to its 

inability to avoid establishment and proliferation of bacteria [5]. Actually, according to previous 

studies, the implant surface itself constitutes a preferential site for bacterial adhesion [6] and in oral 

implantology, this infection is a worsen factor leading to Peri-implantitis [7]. This is defined as an 

inflammatory disease that induces the loss of supporting bone in the tissues surrounding a functional 

implant [8] and it represents the most common reason for implant failure. Hence, in order to obtain 

sufficient integration of dental implant, it is necessary both, to inhibit biofilm formation and to 

improve the adhesion between metal implant and peri-implant tissues [9]. Functionalization of 

titanium implant with bioactive molecules could thus be a pertinent solution to enhance integration of 

titanium [10-12]. 

Among interesting biomolecules, such as hyaluronic acid and collagen [13, 14], chitosan (CS) 

appears as a prime candidate to improve dental materials due to its non-toxicity, biodegradability and 

biocompatibility suitable for biomedical application [15]. Many studies have demonstrated the 

antibacterial properties of chitosan against gingival pathogens [16, 17]. It is a polysaccharide 

composed of N-acetyl-D-glucosamine and D-glucosamine units with β binding at position 1 and 4. It is 

obtained from deacetylation of chitin [18], one of the most abundant polysaccharide in nature after 

cellulose. For example, it can be found in exoskeletons of crustaceans and insects as well as in some 

fungi and microorganisms [19]. 

Various strategies such as electrodeposition of alginate/chitosan layer-by-layer on substrates [20], the 

use of catechol groups [21] or dopamine-glutaraldehyde system [22] have been already reported to 

bond chitosan to titanium. Another widespread approach consists in using organosilane as coupling 

agent such as TriEthoxySilylButyrAldehyde (TESBA) [23, 24], TriEthoxySilylPropylSuccinic 

Anhydride (TESPSA) [25] or 3-AminoPropylTriEthoxySilane (APTES) associated with 

glutaraldehyde [26-28]. 

Even though efforts have been made to reduce the number of steps using new organically 

modified silane, this approach still remains a multistep synthesis requiring a fine control of each stage. 

Hence, it appears very important to analyze, control and understand each step of the bioactive coating 

preparation to improve further the grafting and the ageing of the bioactive coating [29]. Different types 

of techniques could be used such as Attenuated Total Reflectance-Fourier Transform Infrared (FTIR-

ATR), Scanning Electron Microscopy (SEM), Energy Dispersive Spectroscopy (EDS), 3D 

profilometry, X-ray Photoelectron Spectroscopy (XPS) and Time-of-Flight Secondary Ion Mass 

Spectrometry (ToF-SIMS) in static and dynamic modes. Recent studies focused on the surface 

characterization, especially on the interface between chitosan coating and metal support [27, 30]. 



 

  

Nevertheless up to now, no study combining both bulk and outermost surface characterization 

techniques presented above were reported in the literature. 

In this work, relevant surface characterization techniques were used to highlight and well-understand 

the different grafting steps. Efforts were made to precisely outline and analyze characteristic ionic 

fragments and chemical groups of each reactant in order to clearly define references, which will be 

monitored along the grafting progression. 

Furthermore, when dental implantology applications are aimed, a key factor concerns the 

chitosan degradation in terms of matrix composition, film thickness and resistance on titanium after 

immersion in saliva media. Oral cavity can observe consequent pH variation, function of the patient 

eating and drinking as well as its personal buccal health. Even though chitosan is stable in neutral pH, 

it becomes soluble / degradable in aqueous acid media. Consequently, an important challenge consists 

in synthesizing a chitosan-based dental implant resistant at low pH values. Previous work has already 

highlighted acidic resistance of chitosan film on hydroxyapatite substrate [31]. Our group has also 

recently proved the acidic pH resistance of grafted chitosan using TESPSA as coupling agent [25, 32]. 

In this study, we propose a new procedure to graft chitosan on pure titanium T40 consisting in the 

successive use of two coupling agents. To react with the Ti support, APTES was employed as silane 

source to ensure i. a covalent bond with the substrate (Ti-O-Si) and ii. the formation of double peptide 

bond between amino groups from both APTES and chitosan, it was associated with succinic 

anhydride. Reports on APTES use as coupling agent [26, 27] can already be found but always in 

association with glutaraldehyde, which is toxic [33]. Furthermore, study of bioactive coating after 

acidic saliva immersion is presented here. Accurate analyzes of all prepared surfaces, meaning after 

each grafting step and immersion in acidic saliva media at pH 3 and pH 5 might be a reliable method 

of an implant device prior any biological tests. 

Experimental 

Chemical functionalization of titanium 

Titanium (Ti) disks (18 mm diameter) were supplied by Global D (France). Samples were 

cleaned first in an ultrasonic bath with ethanol/acetone solution (v/v, 50/50) for 20 min. Then, the 

surface was decontaminated and oxidized in fresh piranha solution (sulfuric acid/hydrogen peroxide, 

v/v, 70/30) for 10 min, rinsed in deionized water and dried at room temperature. This treatment has 

usually two roles i.e. surface decontamination and chemical oxidation etching by the formation of 

surface hydroxyl groups [34] The thus-cleaned surface is labelled PiTi. Silanation of the surface was 

achieved by immersion of the sample in a solution of APTES (Sigma-Aldrich, France) in extra-dry 

toluene (v/v, 3/97) for 24 h (Fig. 1, step 1). Then samples were cleaned three times in extra-dry 



 

  

toluene by ultrasound for 20 min each in order to remove physisorbed compounds (APiTi). After room 

temperature drying, the samples were submerged in a solution of Succinic Anhydride (SA) (Sigma-

Aldrich, France) in DiMethylFormamide (DMF) (0.1 M) for 24h to functionalize the surface with 

carbonyl groups (Fig. 1, step 2). Then samples were cleaned in DMF and finally in deionized water by 

ultrasound for 20 min each in order to remove physisorbed compounds (SAPiTi). A biopolymer 

solution containing 4 wt % chitosan (DA = 17, Sigma-Aldrich, France), 3% (v/v) acetic acid, and 97% 

(v/v) deionized water was grafted on the surface by dip coating (v = 1 mm/s) (Fig. 1, step 3). Chitosan-

coated samples were then dried at 80°C for 48 h (CSAPiTi). 

 

Figure 1. Scheme of chitosan immobilization on titanium surface using APTES-SA coupling agent method. 

Table 1 summarizes the labels used to define the different surfaces obtained during this study. 

Table 1. Summary of label samples used in this study. 

 
Step of coating production 

Ti Unmodified surface 
PiTi Piranha treated titanium surface 

APiTi APTES modified PiTi surface 
SAPiTi Succinic anhydride modified APiTi 

CSAPiTi Chitosan modified SAPiTi surface 
CSAPiTi-pH 5 Immersion of CSAPiTi in pH 5 
CSAPiTi-pH 3 Immersion of CSAPiTi in pH 3 

 



 

  

Resistance of the coating in physiological media 

In order to evaluate the resistance of the chitosan coating on Ti surface in physiological media, 

tests using artificial saliva (Fusayama Meyer solution) were performed at pH 3 and 5 [35]. The 

solution, similar to natural human saliva, is composed of: KCl (0.4 g/l), NaCl (0.4 g/l), CaCl2.2H2O 

(0.906 g/l), NaH2PO4.2H2O (0.690 g/l), Na2S.9H2O (0.005 g/l), Urea (1 g/l)). Final pH values were 

adjusted using glacial acetic acid. Coated samples were placed in each acid solution for 24 h at room 

temperature and rinsed twice with water. Theses surfaces are labelled CSAPiTi-pH 3 and CSAPiTi-pH 

5, respectively. 

Surface chemistry characterizations 

Attenuated Total Reflectance-Fourier Transform Infrared (ATR-FTIR) 

Spectra were recorded on a Thermo Scientific Nicolet iS10 FTIR spectrometer from 4000 to 

600 cm−1. Each FTIR spectrum was an average of 32 scans. Thermo Scientific omnic software was 

used. 

X-ray Photoelectron Spectroscopy (XPS) 

Measurements were done using a PHI Quantera SXM instrument (Physical Electronics, 

Chanhassen, USA) equipped with a 180 hemispherical electron energy analyzer and a 

monochromatized Al Kα (1486.6 eV) source operated at 15 kV and 4 mA. The analysis spot had a 

diameter of 200 μm and the detection angle relative to the substrate surface was 45°. Standard 

deviations were calculated from measurements performed on two different areas. Data were analyzed 

using the Multipak software. The depth probed of XPS analysis is between 5-10 nm. 

Time-of-Flight secondary ion mass spectrometry (ToF-SIMS) 

Measurements were performed using a ToF-SIMS 5 instrument (ION-TOF GmbH, Germany). 

Pulsed primary ion source of Bi3
+ was operated at 25 KeV. The scanning area of secondary ions was 

100 μm × 100 μm. The depth probed is about the first monolayer in the static mode. Data were 

analyzed using the IONTOF Measurement Explorer software. Standard deviations were calculated 

from measurements performed on three different areas. The spectra were acquired in high current 

bunched mode. When required, charge effects were compensated by means of a pulsed electron flood 

gun (Ek = 20 eV), the primary ion dose density being then 1.25 × 1012 Bi3
+/cm². Spectra calibration 

was achieved using positions of C-, C3
-, C4

- peaks in negative mode, and CH3
+, C4H7

+, C5H9
+ peaks in 

positive mode. Spectra comparison was carried out after a normalization of the intensity, 

proportionally to the total intensity of each spectrum. Pure APTES and self-supported chitosan film 

were used as references in order to select characteristic fragments (Table 2). 



 

  

Table 2. Specific positive and negative fragments of APTES and chitosan. 

 
Negative ion Theoretical 

m/z 
Measured 

m/z 
Positive ion Theoretical 

m/z 
Measured 

m/z 

APTES CN
-
 26.003 26.004 Si

+
 27.977 27.975 

SiO2

-
 59.967 59.967 SiHO

+
 44.980 44.979 

SiHO2

-
 60.975 60.975 SiH3O2

+
 62.990 62.988 

SiHO3

-
 76.969 76.968 SiH3O3

+
 78.985 78.984 

Chitosan CHO2

-
 44.998 44.998 C2H6NO

+
 60.045 60.043 

C2H4NO
-
 58.030 58.034 C2H5O2

+
 61.029 61.027 

C2H3O2

-
 59.013 59.015 C5H6NO

+
 96.045 96.049 

C3H3O2

-
 71.013 71.016 C5H5O2

+
 97.029 97.029 

C3H4NO2

-
 86.024 86.025 C4H6NO2

+
 100.040 100.041 

C4H6NO2

-
 100.040 100.045 C5H6NO2

+
 112.040 112.039 

C6H10NO3

+
 144.066 144.065 

Chemical images were obtained by large scan from a 10 000 μm × 10 000 μm area with 250 × 

250 pixels resolution. In order to control the coupling agent grafting, the negative and positive ionic 

fragments below were chosen: TiO3H-, TiSiHO5
-, Si2HO4

- in negative mode and Si+, Ti+
,
 C2H6NO+ in 

positive mode. Monitoring of the positive ionic fragments such as Ti+, C4H6NO+ and C2H6NO+ allow 

controlling the polymer deposit and its resistibility to immersion in acidic solutions. 

Dynamic-mode Secondary Ion Mass Spectrometry (DSIMS) 

ToF-SIMS 5 instrument (ION-TOF GmbH, Germany) was used with a pulsed primary ion 

source of Bi1
+ operated at 25 KeV for analysis. Scanning area of secondary ions was 100 μm × 100 

μm in the center of a larger sputtered area, in order to minimize edge effects and redeposition linked to 

the formation of the crater. Primary ion source of O2
+ was operated in non-interlaced mode at 2 KeV 

for sputtering with sputtered area of 300 μm × 300 μm. Charge effects were compensated by means of 

a pulsed electron flood gun (Ek = 20 eV). The depth probed is at the nanometer scale in the dynamic 

mode, with each point of the profiles obtained from a mass spectrum. The maximum depth reached is 

around 15 μm. Ions intensities were plotted versus the sputtering time, which was converted into depth 

after profilometry measurements. 

Scanning Electron Microscopy-Field Emission Gun (SEM) and Energy Dispersive Spectroscopy 

(EDS) 

SEM was performed using a FEI Quanta 250 FEG instrument with SDD Bruker detector at 1 

kV in Secondary Electrons (SE) and 5 kV in Back-Scattered Electrons (BSE) mode. Images were 

recorded at × 8 and × 80 magnifications. EDS data were analyzed using the Esprit software. 



 

  

3D optical profilometry  

Profilometry characterization was performed with a Sensofar Neox instrument in interferometry 

method following the ISO 25178 norm. Measurements were made on different locations given two 

types of information. The organic layer thickness permits to retrieve its DSIMS sputtering rate and on 

the other hand the area surface roughness parameters, arithmetic average height (Sa) and developed 

area (Sdr), allow control of the sample homogeneity. Scanning area was 1 273 μm × 955 μm with a 

pace of 1.66 μm. The film thickness measurement was achieved by profile of a 300 μm × 300 μm 

crater created by O2
+ ions sputtering using ToF-SIMS 5 instrument in dynamic mode, up to the 

interface between the deposited organic layer and the substrate. 

Results and Discussion 

Control of coupling agent grafting 

X-ray Photoelectron Spectroscopy (XPS) analysis  

XPS being sensitive, it allows the precise monitoring of surface changes and gives information 

on chemical structure and atomic concentration of different types of surface [36]. Hence both first 

steps of the grafting (reaction between APTES and –OH surface groups of titanium substrates, and 

succinic anhydride addition, as depicted on Fig. 1) were analyzed via this technique. Fig. 2 shows XPS 

survey spectra of PiTi (a), APiTi (b), SAPiTi (c) and CSAPiTi (d) and element composition changes 

as a function of the reaction stage and acidic exposure for chitosan coated samples are presented Table 

3. 

 



 

  

 

Figure 2. XPS survey spectra of PiTi (a); APiTi (b); SAPiTi (c); CSAPiTi (d). 

Table 3. Atomic element composition percent for the individual reaction steps and for chitosan coated samples 

CSAPiTi, CSAPiTi-pH 3 and CSAPiTi-pH 5 determined by XPS. Standard deviations were calculated from 

measurements performed on two different areas. Others: F, Al, Ca, S, Cl, Mg, Na, P, K. 

 Ti PiTi APiTi SAPiTi CSAPiTi CSAPiTi-
pH 3 

CSAPiTi-
pH 5 

C1s (%) 46.7 ± 1.3 35.3 ± 2.6 55.3 ± 2.0 47.6 ± 3.0 62.8 ± 0.5 59.1 ± 0.3 60.3 ± 0.6 

N1s (%) 2.8 ± 0.5 2.4 ± 0.0 7.3 ± 0.8 6.0 ± 0.2 7.6 ± 0.4 7.3 ± 0.4 6.6 ± 0.0 

O1s (%) 36.4 ± 0.7 45.2 ± 1.6 23.7 ± 0.1 30.1 ± 1.8 29.0 ± 0.2 30.6 ± 0.1 29.7 ± 0.5 

Ti2p (%) 8.6 ± 0.3 17.1 ± 1.1 0.1 ± 0.2 3.8 ± 1.1 0.0 ± 0.0 0.0 ± 0.0 0.0 ± 0.0 

Si2p (%) 3.0 ± 1.6 0.0 ± 0.0 13.1 ± 1.8 10.5 ± 0.2 0.3 ± 0.1 0.9 ± 0.2 1.7 ± 0.1 

Others (%) 2.5± 0.3 0.0 ± 0.0 0.5 ± 0.6 2.1 ± 0.4 0.3 ± 0.1 2.1 ± 0.1 1.8 ± 0.3 
 

Pristine Ti surface presents high and unexpected carbon content probably due to surface 

contamination partially attributed to a polysiloxane compound in sight of the silicon peak at 102.2 eV 

[37]. The Ti 2p deconvoluted peaks at 454.1 eV (8.4 ± 0.4 %) and 458.6-460 eV (91.6 ± 0.4 %) were 

attributed to Ti0 from the support [27] and Ti4+ of TiO2 layer, respectively [38]. After piranha 

treatment, the carbon ratio decreases even if it is still detected on the PiTi sample. In parallel, the 

peaks relatives to oxygen and titanium increase, with for Ti 2p deconvoluted peak, no change of 

assignments percent (see Table S1 in supplementary data). In good accordance, the deconvoluted O 1s 

peak at 530 eV was assigned to TiO2 in Ti (49.4 ± 2.4 %) and PiTi (71.8 ± 1.8 %) samples. It can be 

mentioned that peaks at 531.5 eV and at 532.5-533 eV found in both first samples were attributed to 



 

  

contaminations. As Xu and co-workers shown, it appears difficult to eliminate physisorbed carbon and 

atmospheric nitrogen, this latter being considered as minor contaminations on both starting surfaces 

[27]. It can be noted that no trace of other elements was detected on the surface after piranha cleaning 

proving its efficiency. In the literature, to highlight the different steps, most of the studies do not take 

into account surface contaminations and directly compare the relative content of atomic ratios of 

selected elements such as O/C and N/C in the case of polyethylene substrates [39] and C/Ti, O/Ti and 

N/Ti for titanium substrates [27]. This approach does not seem appropriate here precisely because of 

the partial masking of Ti substrate. Others methods can be found in the literature to clean and activate 

titanium substrates before covalent attachment of silane, such as passivation method and immersion in 

alkali solution [40, 41]. 

After the silanation step, the C and Si peaks intensities increase as expected [26] while the Ti 

peak is almost no longer detected which is a sign of layer of silane more than 10 nm (detection limits 

of XPS analysis). The C signal was deconvoluted into two main peaks: at 284.7 eV (73.4 ± 6.6 %) and 

at 286.1 eV (23.1± 5.3 %), assigned to C-C/C-H/C-Si and C-N/C-O respectively in good agreement 

with silane deposition (see Table S1 in supplementary data). Oxygen peak decreases due to the 

masking of substrate and the signal can be divided in two parts: peaks at 531.5 eV (89.2 ± 5.1 %) and 

at 532.5-533 eV (10.8 ± 5.1 %) were assigned to O-Si and O-C respectively, the latter corresponding 

to some contaminations. As expected, N 1s intensity increases considering amino groups presents in 

APTES. The deconvoluted N 1s signal gave two peaks at 399.3 eV (95.3 ± 4.5 %) and at 401.5 eV 

(4.7 ± 4.5 %) corresponding to –NH2 and –NR3
+, respectively [42]. 

Then after the SA deposition step, signals relative to C 1s and Si 2p lightly decrease in parallel 

of increasing of Ti 2p and O 1s percents, suggesting degradation during the SA process with partial 

detachment of the silane. However the nitrogen signal, which is still detected in significant amounts on 

SAPiTi sample, is thus mostly attributed to the silane (see Table S1 in supplementary data). The 

deconvoluted peak of C 1s of SAPiTi sample gave four peaks: peak at 284.7 eV (63.3 ± 1.8 %), the 

peak at 286.1 eV (27.4± 2.4 %), the peak at 287.8 eV (6.2 ± 0.2 %), and the peak at 289 eV (0.8 ± 0.6 

%) which were assigned to C-Si/C-C/C-H, C-N/C-O, C=O and O=C-O/N-C=O respectively. These 

results are consistent with a formation of a peptide bond between APTES and SA. However the 

characteristic signal of peptide bond is hard to clearly demonstrate with XPS on titanium substrates 

because of surface analysis size. Bahadur and co-workers characterize successfully APTES-SA 

reaction using XPS in the case of nanoparticles [43]. 

Time-of-Flight Secondary Ion Mass Spectrometry (ToF-SIMS) 

In contrast to XPS, ToF-SIMS not only provides elemental information, but also detailed 

molecular one with a high sensitivity with depth probed at the monolayer scale [44]. Analyzes of 

positive and negative fragments are another way to study grafting of covalent agents to titanium 



 

  

substrate (Fig. 3, 4 and 5). Contaminations from silicon based compounds such as Si+, SiHO+, CN-, 

SiO2
- and SiHO2

- are detected on Ti substrate (Fig. 3a and b). Analysis of the outermost surface can be 

disturbed by these contaminations, which are possibly due to traces of PolyDiMethylSiloxane 

(PDMS). After piranha stage, characteristic peaks of the substrate (such as Ti+ and TiO2
-) show higher 

intensities, associated with a significant decrease of polysiloxane detection. Furthermore, the slight 

increasing of TiO+/Ti+ ratio and of Ti2O5H- ion detection could indicate a slight chemical oxidation of 

surface and presence of Ti-OH sites on PiTi sample [45]. 

Characteristic positive and negative fragments of APTES selected Table 2 were investigated 

after the silanization step by two ToF-SIMS analysis modes: surface spectroscopy and 2D surface 

imaging (Fig. 3 and 4). Despite presence of PDMS corresponding partly to the silicon detected in ToF-

SIMS (data not shown) and XPS, significant increase of APTES fragments is observed (Fig. 3a and b). 

It is confirmed by 2D surface images (Fig. 4a and c), that show the relatively good homogeneity of the 

silane layer with an homogeneous Si+ ion repartition, mainly attributed to the silane. The image of 

Si2HO4
- fragment indicates formation of cross-polymerization through Si–O–Si bonds, with a 

homogeneous repartition. Monitoring of the TiSiHO5
- fragment permits to track the binding between 

the silane and titanium. However, this fragment is not significantly detected on APiTi sample, which 

suggests a thick silane layer; confirming XPS results (see previous section 3.1.1). In addition, absence 

of characteristic fragments of chitosan such as C2H6NO+ in 2D surface images (Fig. 4) and the spectra 

(data not shown) proves that no confusion can be done during the detection of the biopolymer [46]. 

Furthermore, absence of fragments corresponding to aminopropyl silane associated with ethoxy group 

such as SiC5H12NO+ and SiC7H18NO2
+ (data not shown), and the homogeneous Si2HO4

- ion repartition 

are in agreement with two possible types of reaction. Indeed, condensation reaction can occur either 

between ethoxy-silane groups (Si-OEt) and the substrate leading to Ti-O-Si bond or between two 

silanol of two APTES molecules during the silanization step [47]. The Si-O-Si bond obtained by this 

latter cross-polymerization [27] can strengthen the film and improve further the retention of the entire 

coating. Studies of these two reaction types were performed on APTES film deposit on substrates 

using immersion technique or chemical vapor deposition [41, 48]. 



 

  

 

Figure 3. Average normalized intensity of positive and negative fragments of Ti, PiTi and APiTi (a) and (b), and 

average normalized intensity of positive and negative fragments of SAPiTi, CSAPiTi, CSAPiTi – pH 5 and 

CSAPiTi – pH 3 (c) and (d). 

Reaction with SA leads to significant surface modification (Fig. 4b, d and 5). Compared to 

APiTi samples, signals of titanium fragments on SAPiTi in both negative and positive modes are 

increased in some areas, as in the periphery, suggesting partial degradation of the silane layer. Indeed, 

silane fragments are localized in the middle of the sample where no titanium peaks are detected. An 

intensity decrease of Si2HO4
- and Si+ is also noted and SiHO5Ti- fragments, indicator of Ti-O-Si bond, 

are detected on the periphery of the wafer, in agreement with silane degradation. In order to highlight 

the reaction between amino groups of grafted silane and the succinic anhydride, C4H5O3
+, C3H3O-, 

C5H6NO2
- and C4H3O3

- negative and positive fragments characteristic of amide bonding were 

investigated in APTES-SA film (see Fig S1 in supplementary data) as well as in SAPiTi and APiTi 

(Fig. 5). After SA treatment, intensity of these fragments significantly increases confirming reaction of 

SA with APTES to form amide group. This reaction has been largely employed in the literature [49-

51], but none deals with deposit on titanium. 



 

  

Figure 4. 2D surface imaging of positive fragments and negative fragments of APiTi (a and c) and SAPiTi (b 

and d). 

 

Figure 5. Average normalized intensity of positive and negative fragments of APiTi and SAPiTi. 



 

  

Control of biopolymer deposit on titanium samples and resistance of the coating after immersion in 

acidic solutions 

XPS analysis 

The surface atomic composition changes of chitosan coated samples before and after acidic 

exposure were determined by XPS analysis (Table 3). Following chitosan deposition, a significant 

increasing of C 1s and N 1s peak intensities and a decrease of Si 2p peak are observed. Absence of 

titanium suggests a chitosan thickness superior to 10 nm (XPS detection limit). The deconvoluted 

peaks of C 1s and O 1s of CSAPiTi sample gave four and two peaks respectively (see Table S1 in 

supplementary data): peaks at 284.6 eV (30.4 ± 4.0 %), at 286.1 eV (51.5 ± 2.4 %), at 287.8 eV (15.7 

± 1.5 %), and at 289 eV (1.9 ± 0.1 %) were assigned to C-C/C-H, C-N/C-O, O-C-O/C=O and N-C=O 

respectively for C 1s signal [30, 52] and peaks at 531.5 eV (99.2 ± 0.1 %) and at 532.5-533 eV (0.8 ± 

0.1 %) which were assigned to O=C-N and O-C respectively [53, 54]. The deconvoluted N 1s signal 

gave two peaks at 399.3 eV and at 401.5 eV corresponding to –NH2 and –NH3
+, respectively. These 

results confirm the success of chitosan deposit and suggest the peptide bond formation. Gadenne and 

co-workers used also this type of covalent binding in order to graft polysaccharide via a silane onto 

titanium surface [55]. In the literature, chitosan grafting on Ti can be performed via imide bond 

formation using TESBA [23] or APTES associated with glutaraldehyde [26]. 

Study of the biopolymer coating retention in saliva media is primordial for future applications in 

oral implantology. pH variation tests in similar conditions appear as a relevant way to evaluate dental 

materials resistance according to previous studies [25, 35]. Two pH values (3 and 5) were chosen 

arbitrarily in order to simulate acidic condition of saliva medium according to previous work in our 

group [25]. Following pH immersion, no significant changes about surface atomic composition are 

observed by XPS analysis on CSATPiTi-pH 3 and CSATPiTi-pH 5 (Table 2), proving the presence of 

chitosan on both samples. Note that an increasing of others elements corresponding to saliva media 

composition is observed. Moreover, hypothesis of no impact of acidic pH treatments chitosan coated 

sample can be done according to this analysis. 

FTIR-ATR analysis  

Following FTIR-ATR analysis, spectra presented in Fig. 6 show equivalent signature and the 

characteristic bands of chitosan [24], except for one recorded from CSAPiTi-pH 3 (Fig. 6d). 

Overlapped peaks of N-H stretching and O-H stretching vibrations visible around 3274 cm-1 indicate 

the presence of hydroxyl and amine groups [56]. Weaker band intensity is noted for CSAPiTi-pH 5 

(Fig. 6b) and CSAPiTi-pH 3 at area 1 (Fig. 6c) compared to CSAPiTi (Fig. 6a). The weak band at 

2876 cm-1 corresponds to (-CH2-) stretching while bands at 1634 cm-1, 1558 cm-1, 1375 cm-1 and 1315 

cm-1 are attributed to C=O of amide, -NH2 stretching vibration, -NHCO of amide and -C-N, 



 

  

respectively [52, 57]. The bands at 1150, 1070, 1019 and 893 cm-1 are characteristics of chitosan 

structure [52, 57, 58]. 

As above-mentioned, spectrum recorded on sample CSAPiTi-pH 5 shows all expected bands for 

chitosan signature proving its presence on the entire Ti surface even after the longest acidic 

immersion. Besides, CSAPiTi-pH 3 gives ambivalent results, since analyzes of two different areas not 

lead to reproducible spectra. Actually, the chitosan is not remained on the entire surface (Fig. 6d), 

suggesting its partial deterioration and partial lift off. However as noted in previous studies [25], all 

signal intensities on CSAPiTi-pH 5 and CSAPiTi-pH 3 are weaker, possibly attributable to loss of 

biopolymer material. It should be pointed out that IR remains here a qualitative analysis and no 

information about degradation mechanism could be extracted because of non-detection of silane on 

titanium surface. 

 

Figure 6. FT-IR/ATR spectra of CSAPiTi (a); CSAPiTi-pH 5 (b); CSAPiTi-pH 3 area 1 (c); CSAPiTi-pH 3 area 

2 (d). 

SEM analysis 

The morphology of chitosan-coated samples before and after immersion in acidic solutions was 

observed using SEM technique (Fig. 7a, b and c). An overview of the sample surface was shown as 

well as for each of them, a zoom of one pertinent area is presented. In the case of CSAPiTi (Fig. 7a) 

and CSAPiTi-pH 5 samples (Fig. 7b), no chemical or topographic contrast is observed regardless of 

the magnification. Therefore we can conclude that the chitosan coating is homogeneous and uniform 

and that the acid treatment at pH 5 of chitosan-coated sample does not change its surface morphology. 



 

  

Figure 7. SEM micrographs in Secondary Electron (SE) mode of CSAPiTi (a); CSAPiTi-pH 5 (b); CSAPiTi-pH 

3 (c). 

On the contrary and in good accordance with the previous IR conclusions, after immersion at 

pH 3 for 24 h of chitosan-coated sample, strong chemical and topographic contrasts are observed (Fig. 

7c, 8a and b). At low magnification, observation of a quarter of substrate suggests partial degradation 

of the biopolymer and lift of at the disk periphery. At high magnification, contrasts are even more 

obvious with the substrate exposed in some areas (Fig. 8b). Folding and retraction of the film seems 

also to occur during the acid immersion. Oxygen, Carbon and Titanium mapping of CSAPiTi-pH 3 are 

shown in Fig. 8c and d. The intensity of O and C is correlated to the biopolymer amount, rich of these 

two elements. In the same manner, the Ti intensity increases where the amount of carbon and oxygen 

is low. These results support previous findings of partial detachment and retraction of chitosan at pH 

3. 

 

Figure 8. SEM micrographs of CSAPiTi-pH 3 in Secondary Electron (SE) (a) and Back-Scattering Electron 

(BSE) (b) modes; EDS mapping of O element in green code (c); C and Ti in blue and red code (d) of CSAPiTi-

pH 3. 



 

  

ToF-SIMS analysis 

It was demonstrated above, that chitosan deposition leads to the decrease of Ti+, TiO+, Si+ 

SiHO+ SiO2
- and SiHO2

- fragments intensities due to a thick coating (Fig 3c and d). Characteristic 

positive and negative chitosan fragments shown Table 2 are fully detected after chitosan deposition 

highlighting the grafting efficiency like previous study [24]. After acidic exposure, different results are 

observed depending on the pH. No significant difference is observed between the three samples; 

however it should be pointed out a noticeable standard deviation value in the case of CSAPiTi-pH 3 

attributed to the chitosan deterioration in some areas. Indeed at these damage zones, the substrate is 

clearly observed with detection of Ti+ ions in a lower intensity than pristine titanium. Presence of 

silicon fragments mainly attributed to silane and characteristic fragments of CS are also proved here 

but in a fewer amounts than reference deposit sample. 2D surface imaging of positive fragments of 

CSAPiTi, CSAPiTi-pH 3, and CSAPiTi-pH 5 confirms these findings with detection of Ti and less 

chitosan after pH 3 treatment (see Fig S2 in supplementary data). Analysis of negative ions assigned to 

chitosan film shows a slight decrease of normalized intensity after exposure to acidic solutions, 

attributable to loss of biopolymer material. These results provide a possible indication of mechanisms 

leading to the partial degradation following exposure to acidic solution. Indeed, two mechanisms can 

occurred at pH 3 with the rupture of the covalent bond between chitosan and coupling agent and/or the 

rupture of covalent bond between the silane and the titanium substrate. 

Thickness and area roughness of the coating 

Optical profilometry is one of the technique used to precise an implant surface [59]. It is used to 

characterize the surface roughness: Sa, Sdr and the coating thickness (see Fig S3 in supplementary 

data) permitting to get interesting insights on the DSIMS sputtering rate (Table 4). Although, SEM 

detected no coating change before and after immersion at pH 5, profilometry shows important 

modifications in terms of roughness and thickness for all samples. Indeed, in the case of CSAPiTi-pH 

5 sample a smoothing effect of saliva media probably due to a minor loss of chitosan is suggested as 

the observed roughness parameters decrease. 

In the case of CSAPiTi-pH 3 at 24 h, the smoothing effect of saliva media is still present 

according to a lower Sa value, but the augmentation of Sdr value observed may be related to the 

heterogeneity of the film formation (Fig. 8a). 

After both acidic solutions, the biopolymer layer decreases in agreement with the latter results 

and a noticeable standard deviation is noted in the case of CSAPiTi-pH 3. The latter film folded on 

itself which explains higher thickness and Sdr values than CSAPiTi-pH 5. The sputtering rate obtained 

from the various organic layers are very close: according to internal observations, the sputtering rate is 

significantly lower (about 10-20 times) for a silica-based layer. The slight difference observed are thus 



 

  

not significant and could be due to matrix effects, i. e. change of film composition, especially in this 

case with the presence or not of alkaline ions. 

Table 4. Evolution of surface parameters of CSAPiTi, CSAPiTi - pH 5, CSAPiTi - pH 3. 

 Sa (μm) Sdr (%) Coating thickness (μm) DSIMS sputtering rate (μm.s-1) 

CSAPiTi 1.17 1.06 15.95 ± 1.13 0.017 

CSAPiTi-pH 5 0.77 0.16 9.56 ± 0.11 0.021 

CSAPiTi-pH 3 0.85 2.51 11.40 ± 2.90 0.019 

Dynamic-mode Secondary Ion Mass Spectrometry (DSIMS) 

Using depth profiling, DSIMS method provides a clear indication on the thickness of the 

remaining film before and after immersion [60] and information about the stacking of the deposited 

layer. ToF-SIMS positive ions depth profiles were recorded on chitosan-coated samples before and 

after 24 h exposure (Fig. 9). The depth distribution of 46Ti+ (saturation on 48Ti+), C+, Si+, C3H3O2
+, 

CH4N+ and Na+ ions intensities is profiled. In order to study composition and stack of layers, fragment 

intensities are reported in Fig 9 using a linear scale. In agreement with previous results and ion 

evolution, CSAPiTi sample can be divided in three regions. A first layer corresponds to the chitosan 

film with presence of C+, C3H3O2
+ and CH4N+ attributed to the polymer (Fig. 9a). The organic layer 

with C+ as characteristic signal gradually decreases until a second area assigned to the 

chitosan/coupling agent/substrate interface with the appearance of Si+ ion that is ascribed to the silane 

layer, in agreement with ToF-SIMS analyses on SAPiTi and APiTi samples. Enrichment and then 

disappearance of CH4N+ ions are localized at the interface of the substrate with the organic layer 

before Si maximum detection. Hypothesis of the bond formation between chitosan amino group and 

the coupling agent can be assumed according to this result. The last detected region is assigned to the 

support presenting rising 46Ti+ ion amount with the depth analysis. Contamination with alkaline 

elements such as Na+ was detected in the organic layer and mainly in the intermediate one. 

After acidic exposure (Fig. 9b and c), intensity of alkaline elements in chitosan layer decreases, 

confirming hypothesis of its contamination. The polymer thickness decreases after 24 h of exposure in 

both acidic saliva media. Therefore in both cases, C3H3O2
+ ions followed the CH4N+ ions evolution in 

CSAPiTi sample, with enrichment and then disappearance at the interface chitosan / silane / substrate 

before Si detection. This result could be a consequence of acidic exposure which damage CS deposit. 

On the area of deterioration of chitosan, C+, C3H3O2
+ and CH4N+ ions are quickly eliminated, sign of 

an almost complete film deterioration (Fig. 9d). Therefore, in the same area, Si+ ions, characteristics of 

the intermediate silane layer, were partially present. It can be noticed that beyond the chitosan-silane 

interface area, the thickness is biased due to the chemical difference of the different layers. These 



 

  

findings, in agreement with profilometry results, complete the results obtained with ToF-SIMS. 

Indeed, following exposure to acidic solution, besides the two mechanisms suggested by ToF-SIMS, 

coating thickness reduction can be also observed. 

 

Figure 9. ToF-SIMS depth profiles of positive fragments recorded from CSAPiTi (a), CSAPiTi - pH 5 (b), and 

two different areas of CSAPiTi - pH 3 (c and d). 

Conclusions 

In this work, a covalent grafting of chitosan to titanium was performed using a three-step 

reaction procedure. It involves the use of two coupling agents: 3-AminoPropylTriEthoxySilane 

(APTES) as silane to react on titanium previously treated during the piranha step, and succinic 

anhydride used to ensure the formation of a double peptide bond between both amino groups from 

APTES and chitosan. Accurate monitoring of the resistance of chitosan-coated samples in saliva 

media at pH 3 and 5 for 24 h was performed. A decrease of thickness and surface roughness were the 

only changes observed after pH 5 immersion. In the case of pH 3, heterogeneity of the surface has 

been demonstrated with no trace of CS in some area even if silane was detected. The use of surface 

characterization technique was necessary to evaluate the production process of a bioactive coating. 

These analysis methods are permitted also to follow and understand precisely the matrix modification 

of coating following immersion in biological solutions. This study allowed providing reference 

fragments for products used in the coating production (CS and APTES); these results might be a key 



 

  

factor in the selection of bioactive coating in dental implantology applications but also in other 

applications using these products. The combination of these techniques appears here necessary to 

clearly characterize the coating production. Efforts are occurring in our group to improve both the 

grafting step and the resistance of chitosan-coated titanium at pH 3. The next challenge will be the 

study of its biocompatibility and antibacterial properties of this new procedure to graft chitosan. 
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optical profilometry in the case of CSAPiTi sample. 

  



 

  

Supporting information 

 

Relevant insight of surface characterization techniques to study covalent grafting 

of a biopolymer to titanium implant and its acidic resistance. 

Mélanie D’Almeida1, Julien Amalric2, Céline Brunon2, Brigitte Grosgogeat1, 3, 4, Bérangère 

Toury1 

1 Laboratoire des Multimatériaux et Interfaces (UMR CNRS 5615), Université Lyon 1, 

Villeurbanne, France. 

2 Science et Surface, Ecully, France. 

3 UFR d’Odontologie, Université Lyon 1, Lyon, France. 

4 Service de Traitements et de Consultations Dentaires, Hospices Civils de Lyon, Lyon, France. 



  
 

Ta
bl

e 
S1

. X
PS

 b
in

di
ng

 e
ne

rg
ie

s o
f C

 1
s, 

N
 1

s, 
Ti

 2
p 

an
d 

O
 1

s a
t t

he
 su

rf
ac

e 
of

 p
ris

tin
e 

Ti
 a

nd
 m

od
ifi

ed
 T

i a
nd

 th
e 

co
rr

es
po

nd
in

g 
as

si
gn

m
en

ts
 to

 su
rf

ac
e 

m
od

ifi
ca

tio
n.

 

                  

 Su
rf

ac
e 

co
nt

am
in

at
io

ns
. 

 
C

 1
s r

eg
io

n 
B

E 
(e

V
), 

%
 a

ss
ig

nm
en

ts
 N

 1
s r

eg
io

n 
B

E 
(e

V
), 

%
 a

ss
ig

nm
en

ts
 T

i 2
p 

re
gi

on
 B

E 
(e

V
), 

%
 a

ss
ig

nm
en

ts
 O

 1
s r

eg
io

n 
B

E 
(e

V
), 

%
 a

ss
ig

nm
en

ts
 

Ti
 

28
3.

2 
(0

.3
 ±

 0
.4

) a
 

39
9.

3 
(5

9.
9 

± 
3.

2)
 a
 

45
4.

1 
(8

.4
 ±

 0
.4

) T
i b

as
e 

53
0 

(4
9.

4 
± 

2.
4)

 T
iO

2 
 

28
4.

7 
(6

8.
1 

± 
2.

2)
 a
 

40
1.

5 
(4

0.
1 

± 
3.

2)
 a
   

45
8.

6-
46

0 
(9

1.
6 

± 
0.

4)
 T

iO
2 

53
1.

5 
(4

2.
5 

± 
1.

8)
 a
 

 
28

6.
1 

(2
1.

1 
± 

0.
9)

 a
 

 
 

53
2.

5-
53

3 
(8

.1
 ±

 0
.6

) a
 

 
28

7.
8 

(8
 ±

 0
.5

) a
 

 
 

 
28

9
(2

6
±

1
2)

a
Pi

Ti
 

28
4.

7 
(6

8.
6 

± 
0.

9)
 a
 

39
6.

1 
(5

0.
0 

± 
3.

5)
 a
 

45
4.

1 
(8

.2
 ±

 0
.1

) T
i b

as
e 

53
0 

(7
1.

8 
± 

1.
8)

 T
iO

2 
 

28
6.

1 
(1

9.
7 

± 
1.

1)
 a
 

39
9.

3 
(5

0.
0 

± 
1.

6)
 a
 

45
8.

6-
46

0 
(9

1.
9 

± 
0.

1)
 T

iO
2 

53
1.

5 
(1

8.
0 

± 
0.

9)
 a
 

 
28

7.
8 

(6
.2

 ±
 0

.6
) a

 
 

 
53

2.
5-

53
3 

(1
0.

3 
± 

0.
9)

 a
 

 
28

9 
(5

.6
 ±

 0
.4

) a
 

 
 

 
A

Pi
Ti

 
28

3.
2 

(1
.5

 ±
 1

.5
) a

 
39

9.
3 

(9
5.

3 
± 

4.
5)

 N
H

2 
45

8.
6-

46
0 

(1
00

 ±
 0

.0
) T

iO
2 

53
1.

5 
(8

9.
2 

± 
5.

1)
 S

i-O
 

 
28

4.
7 

(7
3.

4 
± 

6.
6)

 C
-C

 / 
C

-H
 

40
1.

5 
(4

.7
 ±

 4
.5

) N
H

3+  
 

53
2.

5-
53

3 
(1

0.
8 

± 
5.

1)
 O

-C
a  

 
28

6.
1 

(2
3.

1 
± 

5.
3)

 C
-N

 
 

 
 

 
28

7.
8 

(1
.6

 ±
 2

.3
) a

 
 

 
 

 
28

9 
(0

.4
 ±

 0
.5

) a
 

 
 

 
SA

Pi
Ti

 
28

3.
2 

(2
.3

 ±
 0

.2
) a

  
39

9.
3 

(7
2.

6 
± 

4.
7)

 N
H

2 
45

8.
6-

46
0 

(1
00

 ±
 0

.0
) T

iO
2 

53
0 

(6
.4

 ±
 1

.5
) T

iO
2 

 
28

4.
7 

(6
3.

3 
± 

1.
8)

 C
-C

 / 
C

-H
 

40
1.

5 
(2

7.
4 

± 
4.

7)
 N

H
3+  

 
53

1.
5 

(6
5.

3 
± 

4.
3)

 S
i-O

 
 

28
6.

1(
27

.4
 ±

 2
.4

) C
-N

 / 
C

-O
 

 
 

53
2.

5-
53

3 
(2

8.
3 

± 
5.

8)
 O

-C
 

 
28

7.
8 

(6
.2

 ±
 0

.2
) C

=O
 

 
 

 
 

28
9 

(0
.8

 ±
 0

.6
) O

-C
=O

 / 
N

-C
=O

 
 

 
 

C
SA

Pi
Ti

 
28

3 
(0

.6
 ±

 0
.0

) a
 

39
9.

3 
(9

3.
9 

± 
2.

1)
 N

H
2 

 
53

1.
5 

(9
9.

2 
± 

0.
1)

 C
=O

 
 

28
4.

6 
(3

0.
4 

± 
4.

0)
 C

-H
, C

-C
 

40
1.

5 
(6

.1
 ±

 2
.1

) N
H

3+  
 

53
2.

5-
53

3 
(0

.8
 ±

 0
.1

) O
-C

 
 

28
6.

1 
(5

1.
5 

± 
2.

4)
 C

-N
H

, C
-O

 
 

 
 

 
28

7.
6 

(1
5.

7 
± 

1.
5)

 O
-C

-O
 

 
 

 
 

28
8.

9 
(1

.9
 ±

 0
.1

) N
-C

=O
 

 
 

 
C

SA
Pi

Ti
-p

H
 3

 2
83

.1
 (0

.4
 ±

 0
.6

) a
 

39
9.

3 
(6

4.
8 

± 
8.

2)
 N

H
2 

 
53

1.
5 

(8
8.

2 
± 

2.
8)

 C
=O

 
 

28
4.

7 
(2

7.
3 

± 
3.

3)
 C

-H
, C

-C
 

40
1.

5 
(3

5.
2 

± 
8.

2)
 N

H
3+  

 
53

2.
5-

53
3 

(1
1.

8 
± 

2.
8)

 O
-C

 
 

28
6.

2 
(5

2.
8 

± 
1.

1)
 C

-N
H

, C
-O

 
 

 
 

 
28

7.
7 

(1
7.

3 
± 

2.
5)

 O
-C

-O
 

 
 

 
 

28
8.

9 
(2

.3
 ±

 0
.2

) N
-C

=O
 

 
 

 
C

SA
Pi

Ti
-p

H
 5

 2
83

.2
(0

.7
 ±

 0
.1

) a
 

39
9.

3 
(7

0.
2 

± 
6.

3)
 N

H
2 

 
53

1.
5 

(9
3.

2 
± 

4.
0)

 C
=O

 
 

28
4.

7 
(3

6.
9 

± 
1.

8)
 C

-H
, C

-C
 

40
1.

5 
(2

9.
3 

± 
6.

3)
 N

H
3+  

 
53

2.
5-

53
3 

(6
.8

 ±
 4

.0
) O

-C
 

 
28

6.
3 

(4
7.

5 
± 

1.
0)

 C
-N

H
, C

-O
 

 
 

 
 

28
7.

8 
(1

3.
2 

± 
0.

6)
 O

-C
-O

 
 

 
 

 
28

8.
9 

(1
.8

 ±
 0

.0
) N

-C
=O

 
 

 
 



 

  

 

Fig. S1. Average normalized intensity of positive and negative fragments of APTES + SA reaction in 

ethanol. 

Fig. S2. 2D surface imaging of positive fragments of CSAPiTi (a), CSAPiTi – pH 5 (b), and CSAPiTi – 

pH 3 (c). 



 

  

 

Fig S3. Measurement of chitosan deposit thickness by optical profilometry in the case of CSAPiTi 

sample. 
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II. Résultats complémentaires de l’étude sur une 
surface polie 

Cette partie complète les résultats détaillés dans la partie V.1.3.2 du chapitre II, concernant 

l’étude des revêtements chitosane via la voie A. L’imagerie ionique a été réalisée pour la série de 

revêtements polymère sur une surface polie avant et après immersion en milieu acide (Figure A- 5). 

 

Figure A- 5 : Imagerie ionique des fragments positifs de CsigSAPiTA6V poli(a), CsigSAPiTA6V poli – pH 5 (b) et 
CsigSAPiTA6V poli – pH 3 (c). 

Après traitement en milieu acide à pH 3 et à pH 5, le dépôt du chitosane apparaît bien ici 

détérioré jusqu’au substrat.  
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III. Etude de la voie de greffage A sur une surface 
anodisée 

Plusieurs types de surfaces ont été employés afin d’étudier la voie de greffage A. Les résulats 

des échantillons anodisés, TA6V anod, sont présentés ici. L’ensemble des échantillons étudiés est résumé 

dans le Tableau A- 2. 

Tableau A- 2 : Echantillons caractérisés au cours de cette étude. 

Substrats TA6V anod Etape de la production du revêtement 

TA6V anod Surface initiale 

PiTA6V anod Traitement à l’eau piranha de la surface TA6V anod 

APiTA6V anod Dépôt de l’APTES sur la surface PiTA6V anod 

SAPiTA6V anod Réaction avec l’anhydride succinique sur la surface APiTA6V anod 

CsigSAPiTA6V anod Dépôt du chitosane sur la surface greffée SAPiTA6V anod 

CsigSAPiTA6V anod–pH 5 Immersion du revêtement polymère à pH 5 

CsigSAPiTA6V anod–pH 3 Immersion du revêtement polymère à pH 3 

 

III.1 Caractérisation des étapes de greffage 

III.1.1 Contrôle du dépôt de silane sur les surfaces traitées 

La Figure A- 6 donne les intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs 

relevés pour les échantillons TA6V anod, PiTA6V anod APiTA6V anod. 

 

Figure A- 6: Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs  
de TA6V anod, PiTA6V anod, APiTA6V anod (a et b). 
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Le substrat non traité TA6V anod est fortement contaminé en comparaison avec le substrat traité 

piranha. Suite au traitement piranha, une diminution significative des pics attribuables à une 

contamination de composés à base de polysiloxane est observée. Par ailleurs, l’augmentation du 

fragment Ti2O5H- dans le cas de la surface anodisée est en accord avec une légère oxydation chimique 

de la surface et une présence des sites Ti-OH. Cependant lors des analyses, comme pour la surface 

polie, une hétérogénéité de surface a pu être mise en évidence, due à des zones plus ou moins oxydées. 

L’étape de greffage du silane a été suivie sur l’échantillon par deux méthodes d’analyses ToF-

SIMS, par spectroscopie de surface et imagerie de surface 2D (Figure A- 6 et Figure A- 7). 

 

Figure A- 7 : Imagerie ionique des fragments positifs et négatifs de APiTA6V anod (a et c), SAPiTA6V anod (b et d). 

Sur la surface anodisée, une augmentation significative des fragments caractéristiques de 

l’APTES a ainsi pu être mise en évidence. Les images 2D confirment également ce résultat, avec une 



Annexes 

 

  224 

 

bonne homogénéité de la couche de silane observée (répartition homogène de l’ion Si+) (Figure A- 7 

c).  

III.1.2 Contrôle de l’état de surface suite à la réaction avec le AS 

Un changement significatif de la surface a été observé sur l’échantillon SAPiTA6V anod par 

imagerie ionique (Figure A- 7). L’observation des ions Si2HO4
-, TiO3H- et Ti+ sur l’échantillon 

SAPiTA6V anod a clairement mis en évidence une réduction de l’épaisseur de la couche d’APTES greffée 

(Figure A- 7b-d). Celle-ci est néanmoins toujours détectée à la surface de l’échantillon. Au niveau des 

zones de réduction présentes sur les deux échantillons, le fragment TiSiO5H- est fortement détecté, 

signe d’une couche de silane très fine.  

En parallèle, les fragments caractéristiques de la liaison amide entre l’APTES et AS ont 

clairement été détectés sur l’échantillon SAPiTA6V anod (Figure A- 8). Après réaction avec le AS, on 

remarque une augmentation significative de ces fragments caractéristiques, ce qui confirme la réaction 

entre l’AS et l’APTES pour former une liaison amide en surface. 

 

Figure A- 8 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs  
des échantillons APiTA6V anod et SAPiTA6V anod.  
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III.2 Contrôle du revêtement polymère et résistance en milieu acide 

III.2.1 Suivi du revêtement chitosane par IR-ATR 

L’analyse des revêtements par IR-ATR a permis de vérifier la présence du chitosane sur les 

échantillons avant et après traitement en milieu acide (Figure A- 9).  

 

Figure A- 9 : Spectres infra-rouge enregistrés sur les échantillons CsigSAPiTA6V anod (a), CsigSAPiTA6V anod – pH 5 (b), et 
deux endroits différents de CsigSAPiTA6V anod – pH 3 (c et d). 

Suite à l’immersion en milieu acide à pH 5, le chitosane est bien été détecté sur la surface. En 

revanche à pH 3, le chitosane est moins bien visible sur la totalité de la surface. 

III.2.2 Contrôle du dépôt CS par ToF-SIMS 

Comme pour la surface polie, des analyses par ToF-SIMS en mode spectroscopie et imagerie 

ionique ont été effectuées sur les revêtements chitosane avant et après traitement acide (Figure A- 10 

et Figure A- 11).  

 

Figure A- 10 : Intensités normalisées moyennes des fragments positifs et négatifs de SAPiTA6V anod, CsigSAPiTA6V anod, 
CsigSAPiTA6V anod – pH 5 et CsigSAPiTA6V anod – pH 3 (a et b). 
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Figure A- 11 : Imagerie ionique des fragments positifs de CsigSAPiTA6V anod (a), CsigSAPiTA6V anod – pH 5 (b) et 
CsigSAPiTA6V anod – pH 3 (c). 

Le chitosane est détecté uniformément sur les échantillons CsigSAPiTA6V anod et CsigSAPiTA6V anod 

– pH 5. En revanche après traitement à pH 3, deux zones sur l’échantillon sont observées (écarts types 

importants pour certains fragments mesurés) : (i) une zone de détérioration du chitosane et (ii) une 

zone où le chitosane est toujours présent. L’imagerie ionique des échantillons avant et après 

immersion en milieu salivaire acide confirme ces observations.  
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III.2.1 Etude de l’épaisseur des dépôts de CS par DSIMS 

L’analyse en spectrométrie de masse en mode dynamique des revêtements avant et après 

traitement en milieu acide est présentée Figure A- 12. 

 

Figure A- 12 : Profils en profondeur par ToF-SIMS des fragments positifs mesurés sur CsigSAPiTA6V anod (a), 
CsigSAPiTA6V anod – pH 5 (b), et deux endroits différents de CsigSAPiTA6V anod – pH 3 (c et d). 

En ce qui concerne les échantillons TA6V anod, l’échantillon CsigSAPiTA6V anod peut être divisé en 

trois zones comme pour les substrats Ti et TA6V poli. De manière générale, les échantillons à base de 

TA6V anod sont fortement contaminés par des éléments alcalins, aussi bien dans la couche organique, à 

l’interface et au niveau du substrat. 

Après traitement en milieu acide pendant 24 h, l’épaisseur du revêtement chitosane diminue 

significativement pour les deux pH utilisés (Figure A- 12 b et c). Au niveau des zones de détérioration 

du chitosane dans le cas du traitement à pH 3, les ions C+, CH4N+ et Si+ diminuent rapidement, signe 

d’une détérioration à la fois de la couche organique mais également de la couche de silane.  
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Tableau A- 3 : Evolution de l’épaisseur du revêtement CS sur TA6V anod avant et après immersion en milieu acide. 

 Epaisseur du revêtement (μm) 

CsigSAPiTA6V anod 7,04* 

CsigSAPiTA6V anod–pH 5 5,33* 

CsigSAPiTA6V anod–pH 3 
Mesure au point 1 Mesure au point 2 

0 1,39 μm 

*en raison de l’homogénéité des surfaces, une seule mesure d’épaisseur a été effectuée par DSIMS.  

Une perte de chitosane de l’ordre de 2 μm est observée après traitement à pH 5, ce qui est, à 

l’échelle de ce revêtement, relativement faible. Suite à l’immersion en milieu acide à pH 3, la 

dégradation est donc plus marquée dans le cas du revêtement chitosane sur la surface anodisée par 

rapport à la surface polie. 

IV. Voie de greffage TESPSA 
IV.1 Protocole sous air 

IV.1.1 Etude sur une surface de titane pur (Ti) 

La voie B basée sur l’emploi du TESPSA pour greffer de manière covalente le chitosane au 

substrat a été précédemment étudiée au laboratoire suivant le protocole “sous air”. Cette étude a fait 

notamment l’objet d’une publication [25]. En résumé, il a été démontré une résistance en milieu acide 

du revêtement chitosane élaboré avec cet agent de couplage (IR-ATR) ainsi qu’une augmentation de 

l’adhérence du biopolymère (test d’adhérence par peel-test). Le mode opératoire de ce procédé est 

identique à celui sous air. Une analyse que nous avons choisi de ne pas insérer dans cette publication 

est l’analyse morphologique de la surface par MEB après traitement en milieu acide à pH 3 et pH 5 

(Figure A- 13). 

 

Figure A- 13 : Images MEB des échantillons CsigTPiTi-pH 5 (A) et CsigTPiTi-pH 3 (B). 
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Le chitosane est bien détecté sur les deux échantillons après traitement acide, avec, néanmoins, 

un décrochement partiel du dépôt de chitosane dans le cas de l’immersion dans une solution salivaire à 

pH 3. 

IV.1.2 Etude de la voie B sur une surface anodisée 

Le protocole “sous air” a également été employé pour revêtir les surfaces anodisées TA6V anod. 

Suite aux tests d’immersion en milieu acide à pH 5 et pH 3, une forte réduction de l’épaisseur du dépôt 

de chitosane a été observée. En effet, dans le cas du traitement à pH 5, le revêtement polymère reste 

globalement sur la surface mais de nombreux décrochements sont observés par endroit. Suite au 

traitement à pH 3, une grande partie du chitosane déposé s’est décrochée. 

IV.2 Protocole sous argon 

Un nouveau protocole sous gaz inerte a été mis en place. Comme pour les autres procédés, un 

test en milieu acide (le plus drastique à pH 3) a été effectué afin de valider ce procédé. Les premières 

observations visuelles confirment le maintien du revêtement chitosane après immersion en milieu 

acide à pH 3. Celles-ci ont été confirmées par les mesures infra-rouge effectuées avant et après 

traitement en milieu acide (Figure A- 14 b). 

  

Figure A- 14 : Spectres infrarouge enregistrés sur les échantillons CsigTPiTA6V anod (a), CsigTPiTA6V anod – pH 3 (b). 
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IV.2.1 Evaluation de l’épaisseur du CS par profilomètrie optique 

Les mesures de l’épaisseur du CS ont été réalisées par profilomètrie optique à différents endroits 

de l’échantillon (Figure A- 15).  

 

 

Figure A- 15 : Images 3D à deux endroits différents des échantillons revêtus CS. 

Une épaisseur variable du chitosane a ainsi été mise en évidence. 

IV.2.2 Caractérisations des étapes d’élaboration du revêtement 

La déconvolution du signal relatif à l’élément carbone C1s a été réalisée sur des surfaces 

brillantées avant et après dépôt du silane TESPSA (Figure A- 16). 

 

Figure A- 16 : Déconvolution du signal relatif à l’élément carbone C1s pour PiTA6V brill (a) et TPiTA6V brill (b). 
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Annexe A6 : Protocole de restitution du CS en milieu acide 
Avant le dosage du chitosane présent dans les solutions tampon, il est nécessaire de réaliser une 

courbe d’étalonnage établie à partir de solutions de chitosane à différentes concentrations (Figure A- 

17). Le chitosane (masse connue) ainsi que l’indicateur coloré “orange II” sont dissous dans une 

solution tampon composée de 0.15 M d’acétate d'ammonium et de 0.2 M d’acide acétique (pH = 4,5).  

 

Figure A- 17 : Exemple de courbe d’étalonnage du chitosane (mesure de l’absorbance de la solution en fonction de la 
concentration en chitosane). 

Cet étalonnage permet de retrouver la concentration en NH3
+ (et donc la masse de CS in fine) présent 

dans les solutions tampon. 

Remarque: le chitosane utilisé pour l’établissement de la droite étalon doit être de même masse 

molaire et de même DA que celui employé pour la mise au point des revêtements.  

Le protocole expérimental de l’immersion des échantillons chitosane (par greffage covalent ou 

par simple dépôt) peut être résumé par la Figure A- 18. 

 

Equation de la droite: 
 

y = -5186,1x + 1,5164 
R² = 0,9996 
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Figure A- 18 : Schéma du mode opératoire des tests de restitution du chitosane en milieu tampon. 

Une pastille d’alliage de titane recouverte par le biopolymère est immergée dans une solution 

pendant un temps défini. La solution d’immersion est ensuite récupérée et dosée par colorimétrie. Pour 

cela, on prélève une quantité définie de solution de chitosane (variant en fonction de la dilution 

effectuée) que l’on ajoute dans un ependorf avec 100 μL d’orange II et un volume défini de solution 

tampon (Vtotal = 400 μL). L’ensemble est agité pendant 5 min à 1400 rpm à 23°C, puis la solution est 

centrifugée à 13 200 rpm pendant 5 min afin de séparer de la solution le complexe chitosane-orange II 

formé. Un volume de 100 μL du surnageant est prélevé et déposé dans une plaque à 96 puits. 

L’absorbance du surnageant est mesurée à 485 nm avec un spectromètre UV/visible. Grâce à la courbe 

d’étalonnage précedemment établie, la concentration en NH3
+ présent dans les solutions tampon est 

calculée (et donc la masse de CS in fine via l’équation III-1 cf Chapitre III). 

Pour une même solution de départ, deux eppendorfs sont préparés et à partir de chacun, trois 

puits de la plaque sont remplies (n = 6).  

Remarque : En raison de la fenêtre restreinte de gamme de mesure (valeurs d’absorbance entre 0,8 et 

1,4 correspondant à une concentration en chitosane entre 1,1.10-6 et 1,3.10-4 mol.L-1), plusieurs 

dilutions des solutions contenant du chitosane seront parfois nécessaires.  
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Annexe A7 : Tests microbiologiques  

I. Tests antibactériens selon la norme ISO 22196 
I.1 Protocole expérimental 

L’évaluation de l’activité antibactérienne des revêtements à base de chitosane a été effectuée 

selon le protocole résumé à la Figure A- 19. 

Figure A- 19 : Mode opératoire de l’évaluation de l’activité antibactérienne selon la norme ISO 22196 . 

A J1, il est essentiel que l’ensemble des solutions ainsi que les boîtes de Pétri soient préparées 

(par souche bactérienne testée). La composition des solutions utilisées est: 

- Plate Count Agar (PCA) : (pour un flacon) m = 11,75 g dans 500 mL d’eau permutée (14 

flacons de 500 mL préparés pour deux expériences), 

- Difco Maximum Recovery Diluent : (pour un flacon) m = 4,75 g dans 500 mL d’eau permutée 

(4 flacons de 500 mL préparés), 
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- BMH 1/500 : (pour un flacon) m = 0.02 g dans 400 mL d’eau permutée, 

- Neutralisant (0.5% /L) : 5 mL de jaune d’œuf dans 1 L d’eau stérile. 

En parallèle de ces préparations, les bactéries à tester sont ensemencées sur gel de gélose 24 h 

avant le début de l’expérimentation (incubation 24 h à 37°C). 

A J2, comme indiqué Figure A- 19, les 4 étapes suivantes sont réalisées: 

- Préparation de l’inoculum :  une solution contenant 108 UFC/mL de bactéries est préparée 

(mesure du McF par un turbidimètre, elle doit être comprise entre 1,5 et 1,6). Cette solution 

est ensuite diluée dans le BMH 1/500 pour obtenir l’inoculum à 2,5 105 UFC/mL. La 

vérification de la quantité de bactéries présentes dans l’inoculum s’effectue par dilution et 

comptage sur milieu gélosé. 

- Préparation des échantillons : les échantillons sont décontaminés par lavage à l’éthanol à 70%. 

- Dépôt des bactéries à tester : 25 μL d’inoculum sont déposés sur les essais/témoins, puis 

l’ensemble est recouvert avec du parafilm. Les échantillons sont ensuite incubés 24 h à 37°C 

ou dénombrés après 1 min dans le cas d’un échantillon à t = 0. 

- Dénombrement des témoins à t = 0 : l’ensemble “échantillon + parafilm” est immergé dans la 

solution de neutralisant (10 mL). La quantité de bactérie présente en solution est ensuite 

vérifiée par dilution et dépôt sur milieu gélosé avant incubation 24 h à 37°C. 

A J3: 

- Comptage des colonies de bactéries : pour les échantillons à t = 0 et pour le contrôle de 

l’inoculum. 

- Dénombrement des échantillons à t = 24 h : l’ensemble “échantillon + parafilm” est immergé 

dans la solution de neutralisant (10 mL). La quantité de bactérie présente en solution est 

ensuite vérifiée par dilution et dépôt sur milieu gélosé avant incubation 24 h à 37°C. 

 

Chaque échantillon sera testé en triplicate (n = 3) afin d’assurer la répétabilité des résultats. 
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I.2 Fiche de réalisation d’essai via la technique ISO 22196 

Pour chaque expérience, une fiche de réalisation d’essai doit être complétée en fonction des 

différents résultats obtenus suite au comptage des colonies de bactéries (Figure A- 20). 

  

 

Figure A- 20 : Exemple d’une fiche de réalisation d’essai à remplir. 
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I.3 Méthode de calcul 

L’ensemble des calculs effectués pour déterminer l’activité antibactérienne d’un échantillon 

selon la norme ISO 22196 est résumé dans le Tableau A- 4. 

Tableau A- 4 : Tableau des calculs à effectuer pour calculer l’activité antibactérienne selon la norme ISO 22196. 

 UFC/cm2 Log  Moyenne (UFC/cm2) Moyenne (Log)  Activité 
antibactérienne 

Inoculum  I logI    

Témoin à temps 0 
1 X1 logX1 

(X1 + X2 + X3) / 3  2 X2 log X1 
3 X3 logX3 

Témoin à temps 24 h 
1 X241 logX241 

(X241 + X242 + X243) / 3 C 2 X242 logX242 
3 X243 logX243 

Essai 1 à temps 24 h  
1 Y241 logY241 

(Y241 + Y242 + Y243) / 3 E1 A1 = C - E1 2 Y242 logY242 
3 Y243 logY243 

Essai 2 à temps 24 h 
1 Z241 logZ241 

(Z241 + Z242 + Z243) / 3 E2 A2 = C - E2 2 Z242 logZ242 
3 Z243 logZ243 

 

Avec les règles suivantes : 

Si A< 1 essai inactif.  

Si A≥ 1 activité antibactérienne de l’essai.  

Si Z/Y à 24h ou Z/Y au temps 0 = 0 UFC alors l’essai est bactéricide. 
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II. Activité antibactérienne selon la norme ISO 20743 
II.1 Méthode de calcul 

Comme précisé dans le chapitre IV, le protocole expérimental appliqué lors de l’évaluation de 

l’activité antibactérienne est celui de la norme ISO 22196 : 2007. L’ensemble des échantillons à tester 

et les calculs à effectuer, pour déterminer l’activité antibactérienne d’un échantillon selon la norme 

ISO 220743, sont résumés dans le Tableau A- 5. 

Tableau A- 5 : Tableau des calculs à effectuer pour calculer l’activité antibactérienne selon la norme ISO 20743. 

 UFC/cm2 Log Moyenne 
(UFC/cm2) 

Moyenne 
(Log) 

Croissance 
bactérienne 

Activité 
antibactérienne 

Inoculum  I logI     

Témoin à 
temps 0 

1 X1 logX1 
(X1 + X2 + X3) / 3 Y0 

Y24 - Y0 = C 

A = C - B 

2 X2 log X1 
3 X3 logX3 

Témoin à 
temps 24 h 

1 X241 logX241 
(X241 + X242 + 

X243) / 3 Y24 2 X242 logX242 
3 X243 logX243 

 

Essai à temps 
0  

1 Z1 logZ1 
(Z1 + Z2 + Z3) / 3 W0 

W24 - W0 = 
B 

2 Z2 logZ2 
3 Z3 logZ3 

Essai à temps 
24 h 

1 Z241 logZ241 
(Z241 + Z242 + 

Z243) / 3 W24 2 Z242 logZ242 
3 Z243 logZ243 

 

Si A< 1 essai inactif.  

Si A> ou égale 1 activité antibactérienne de l’essai.  

Si Z à 24h ou Z au temps 0 = 0 UFC alors l’essai est bactéricide.  
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Annexe A8 : Cytocompatibilité des revêtements de CS 
Pour évaluer la cytocompatibilité des revêtements de chitosane stérilisés, nous avons utilisé le 

marquage Live/Dead®. Ce marquage est disponible sous forme de kit chez Molecular Porbes. Du fait 

de la sensibilité de ce produit, des précautions particulières doivent être prises lors de son stockage (à - 

20 °C dans l’obscurité) et de sa manipulation. L’ensemble du protocole expérimental peut être divisé 

en deux partie: 

Préparation de la solution Live/Dead®: 

- Les solutions sont décongélées à température ambiante, 

- 20 μL de la solution EthD-l à 2 mM (composant B) sont ajoutés dans 10 mL de PBS  

obtention d’une solution EthD-l à 4 μM , 

- 5 μL de solution de calcéine AM à 4 mM (composant A) sont ajoutés dans les 10 mL de 

EthD-l (4 μM), 

- La solution Live/Dead® est conservée à 4°C à l'abri de la lumière. 

Remarque : comme la solution aqueuse de calcéine AM est sensible à l'hydrolyse, il est impératif de la 

préparer le jour même.  

Utilisation du Live/Dead® sur culture cellulaire : 

- Sur une plaque 12 puits, le milieu de culture est retiré et les puits sont rincés avec du PBS 1X, 

- La solution Live/Dead® est ajoutée sur la culture cellulaire et celle-ci est incubée 15 min à 

l’abri de la lumière (au maximum), 

- La solution de marquage est retirée et les puits sont rincés avec une solution PBS 1X, 

- Les échantillons sont déposés sur lame de verre en solution avec du PBS 1X et observés au 

microscope à fluorescence. 
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a b s  t  r  a  c t

Peri-implant  bacterial infections  are  the  main  cause  of  complications  in  dentistry.  Our  group  has  pre-

viously proposed the  attachment  of  chitosan  on titanium  implants  via a covalent bond to improve  its

antibacterial properties  while  maintaining  its  biocompatibility.  A  better  knowledge  of  the  coating prepa-

ration process  allows a  better  understanding  of  the  bioactive  coating  in  biological  conditions.  In this  work,

several relevant  characterization  techniques  were used  to assess  an  implant  device  during  its  production

phase and  its resistance  in  natural  media  at  different pH.  The titanium  surface  was  functionalized  with

3-aminopropyltriethoxysilane (APTES) followed  by  grafting  of  an organic  coupling  agent;  succinic  anhy-

dride, able to  form two  covalent  links,  with the substrate  through  a Ti-O-Si bond and  the  biopolymer

through a  peptide bond. Each  step of  the  coating  synthesis  as well  as the  presence  confirmation  of  the

biopolymer on titanium  after  saliva immersion  was  followed  by  FTIR-ATR,  SEM, EDS,  3D  profilometry,

XPS and  ToF-SIMS  analyses. Results  allowed  to highlight  the  efficiency of each  step  of  the process,  and  to

propose a mechanism  occurring during  the chitosan  coating degradation  in  saliva  media  at pH 5 and at

pH 3.

©  2014  Elsevier  B.V.  All  rights  reserved.

1. Introduction

Synthesis and improvement of  biomaterials are challenging

goals to increase performances of implantology cares [1]. Among

usual biomaterials, metallic implants based on titanium and its

alloys are preferred, essentially because of their biocompatibil-

ity, high corrosion resistance and  suitable mechanical properties

[2,3]. However, titanium implants present a  main weakness linked

to  its inability to avoid establishment and proliferation of bacte-

ria [4]. Actually, according to previous studies, the implant surface

itself constitutes a preferential site for bacterial adhesion [5] and

in oral implantology, this infection is  a worsen factor leading to

peri-implantitis [6].  This is  defined as an inflammatory disease that

∗ Corresponding author at: Laboratoire des Multimatériaux et Interfaces (UMR

CNRS 5615), Université Lyon 1, 22 avenue Gaston Berger, 69100 Villeurbanne Cedex,

France. Tel.: +33 4 72 43 36 12; fax: +33 4 72 44 06  18.

E-mail address: toury@univ-lyon1.fr (B. Toury).

induces the loss of supporting bone in the tissues surrounding a

functional implant [7] and it represents the most common reason

for implant failure. Hence, in order to obtain sufficient integration of

dental implant, it is  necessary both, to inhibit biofilm formation and

to improve the adhesion between metal implant and peri-implant

tissues [8]. Functionalization of titanium implant with bioactive

molecules could thus be a  pertinent solution to enhance integration

of  titanium [9–11].

Among interesting biomolecules, such as hyaluronic acid and

collagen [12,13],  chitosan (CS) appears as a prime candidate to

improve dental materials due to its  non-toxicity, biodegradability

and biocompatibility suitable for biomedical application [14].  Many

studies have demonstrated the antibacterial properties of chitosan

against gingival pathogens [15,16]. It is  a polysaccharide composed

of  N-acetyl-D-glucosamine and D-glucosamine units with  ̌ bind-

ing at positions 1 and 4. It is  obtained from deacetylation of chitin

[17],  one of the most abundant polysaccharides in nature after cel-

lulose. For example, it can be found in exoskeletons of crustaceans

and insects as well as in some fungi and microorganisms [18].

http://dx.doi.org/10.1016/j.apsusc.2014.11.185

0169-4332/© 2014 Elsevier B.V. All  rights reserved.
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Fig. 1. Scheme of chitosan immobilization on titanium surface using APTES-SA coupling agent method.

Various strategies such as electrodeposition of alginate/chitosan

layer-by-layer on substrates [19], the use of catechol groups

[20] and dopamine-glutaraldehyde system [21] have been already

reported to bond chitosan to titanium. Another widespread

approach consists in using organosilane as coupling agent such as

triethoxysilylbutyraldehyde (TESBA) [22,23],  triethoxysilylpropyl-

succinic anhydride (TESPSA) [24] or  3-aminopropyltriethoxysilane

(APTES) associated with glutaraldehyde [25–27].

Even though efforts have been made to reduce the number of

steps using new organically modified silane, this approach still

remains a multistep synthesis requiring a  fine control of each stage.

Hence, it appears very important to analyze, control and under-

stand each step of the bioactive coating preparation to improve

further the grafting and the aging of the bioactive coating [28].  Dif-

ferent types of techniques could be used such as attenuated total

reflectance-Fourier transform infrared (FTIR-ATR), scanning elec-

tron microscopy (SEM), energy dispersive spectroscopy (EDS), 3D

profilometry, X-ray photoelectron spectroscopy (XPS) and time-

of-flight secondary ion mass spectrometry (ToF-SIMS) in static and

dynamic modes. Recent studies focused on the surface character-

ization, especially on the interface between chitosan coating and

metal support [26,29].  Nevertheless up to now, no  study combin-

ing both bulk and outermost surface characterization techniques

presented above were reported in the literature.

Furthermore, when dental implantology applications are aimed,

a  key factor concerns the chitosan degradation in terms of matrix

composition, film thickness and resistance on titanium after

immersion in saliva media. Oral cavity can observe consequent

pH  variation, function of the patient eating and drinking as well

as  its personal buccal health. Even though chitosan is stable in

neutral pH, it becomes soluble/degradable in aqueous acid media.

Consequently, an important challenge consists in synthesizing a

chitosan-based dental implant resistant at  low pH values. Previous

work has already highlighted acidic resistance of chitosan film on

hydroxyapatite substrate [30].  Our group has also recently proved

the acidic pH resistance of grafted chitosan using TESPSA as cou-

pling  agent [24,31].

In this study, we propose a  new procedure to graft chitosan

on  pure titanium T40 consisting in the successive use of two cou-

pling  agents. To react with the Ti support, APTES was  employed as

silane source to ensure (1) a  covalent bond with the substrate (Ti-

O-Si) and (2) the formation of double peptide bond between amino

groups from both APTES and chitosan, it was associated with suc-

cinic anhydride. Reports on APTES use as coupling agent [25,26] can

already be found but always in association with glutaraldehyde,

which is  toxic [32].  Furthermore, study of bioactive coating after

acidic  saliva immersion is presented here. Accurate analyzes of all

prepared surfaces, meaning after each grafting step and immersion

in acidic saliva media at pH 3 and pH  5  might be a reliable method

of  an implant device prior any biological tests.

In this work, a combination of  several relevant surface

characterization techniques was  used, to precisely analyze the

functionalization of titanium substrates with chitosan, via a cova-

lent bonding. These techniques are necessary to highlight and

well-understand the production process of a bioactive coating and

also  to follow precisely the matrix modification of coating follow-

ing immersion in acidic solutions. Indeed, these techniques permit

direct analysis of the samples and provide information about out-

ermost surface at nanoscale. Efforts were made to precisely outline

and analyze characteristic ionic fragments and chemical groups of

each reactant in order to clearly define references, which will be

monitored along the grafting progression. It should be pointed out

that  these results could be useful not only for our study but also in

other applications using these compounds, such as study of SAMs

in  microelectronics field and food applications.

2.  Experimental

2.1. Chemical functionalization of  titanium

Titanium (Ti) disks (18 mm diameter) were supplied by Global

D  (France). Samples were cleaned first in an  ultrasonic bath with

ethanol/acetone solution (v/v, 50/50) for 20 min. Then, the sur-

face was  decontaminated and oxidized in fresh piranha solution

(sulfuric acid/hydrogen peroxide, v/v, 70/30) for 10 min, rinsed in

deionized water and dried at room temperature. This treatment has

usually two roles, i.e. surface decontamination and chemical oxi-

dation etching by the formation of surface hydroxyl groups [33].

The  thus-cleaned surface is labeled PiTi. Silanation of the surface

was achieved by immersion of the sample in a  solution of APTES



298 M.  D’Almeida et  al. / Applied Surface Science 327 (2015) 296–306

Table 1
Summary of label samples used in this study.

Step of coating production

Ti Unmodified surface

PiTi Piranha treated titanium surface

APiTi APTES modified PiTi surface

SAPiTi Succinic anhydride modified APiTi surface

CSAPiTi Chitosan modified SAPiTi surface

CSAPiTi-pH 5 Immersion of CSAPiTi in pH 5

CSAPiTi-pH 3 Immersion of CSAPiTi in pH 3

(Sigma-Aldrich, France) in extra-dry toluene (v/v, 3/97) for 24 h

(Fig. 1, step 1). Then samples were cleaned three times in extra-

dry toluene by ultrasound for 20 min  each in order to remove

physisorbed compounds (APiTi). After room temperature drying,

the  samples were submerged in a  solution of succinic anhydride

(SA) (Sigma-Aldrich, France) in dimethylformamide (DMF) (0.1 M)

for  24 h to functionalize the surface with carbonyl groups (Fig. 1,

step  2). Then samples were cleaned in DMF  and finally in deionized

water by ultrasound for 20 min  each in order to remove physisorbed

compounds (SAPiTi). A biopolymer solution containing 4 wt% chi-

tosan (DA = 17, Sigma-Aldrich, France), 3% (v/v) acetic acid, and 97%

(v/v)  deionized water was grafted on the surface by dip coating

(v = 1 mm/s) (Fig. 1,  step 3). Chitosan-coated samples were then

dried at 80 ◦C for 48 h  (CSAPiTi).

Table 1 summarizes the labels used to define the different sur-

faces obtained during this study.

2.2. Resistance of the coating in  physiological media

In order to evaluate the resistance of the chitosan coating

on  Ti surface in physiological media, tests using artificial saliva

(Fusayama Meyer solution) were performed at pH 3 and 5  [34].

The solution, similar to natural human saliva, is  composed of:

KCl (0.4 g/l), NaCl (0.4 g/l), CaCl2.2H2O (0.906 g/l), NaH2PO4.2H2O

(0.690 g/l), Na2S.9H2O  (0.005 g/l), urea (1 g/l)). Final pH values were

adjusted using glacial acetic acid. Coated samples were placed in

each acid solution for 24 h at room temperature and rinsed twice

with water. These surfaces are labeled CSAPiTi-pH 3 and CSAPiTi-

pH 5, respectively.

2.3. Surface chemistry characterizations

2.3.1. Attenuated total reflectance-Fourier transform infrared

(ATR-FTIR)

Spectra were recorded on a  Thermo Scientific Nicolet iS10 FTIR

spectrometer from 4000 to 600 cm−1.  Each FTIR spectrum was an

average of 32 scans. Thermo Scientific omnic software was used.

2.3.2. X-ray photoelectron spectroscopy (XPS)

Measurements were done using a  PHI Quantera SXM instru-

ment (Physical Electronics, Chanhassen, USA) equipped with a  180

hemispherical electron energy analyzer and a  monochromatized

Al K  ̨ (1486.6 eV) source operated at  15 kV and 4 mA. The analysis

spot had a diameter of 200 �m  and  the detection angle relative to

the substrate surface was 45◦.  Standard deviations were calculated

from measurements performed on two different areas. Data were

analyzed using the Multipak software. The depth probed of XPS

analysis is between 5 and 10 nm.

2.3.3. Time-of-flight secondary ion mass spectrometry (ToF-SIMS)

Measurements were performed using a  ToF-SIMS 5  instru-

ment (ION-TOF GmbH, Germany). Pulsed primary ion source of

Bi3
+ was operated at 25 KeV. The scanning area of secondary

ions was  100 �m × 100 �m.  The depth probed is  about the first

monolayer in the static mode. Data were analyzed using the

IONTOF Measurement Explorer software. Standard deviations

were calculated from measurements performed on three differ-

ent areas. The spectra were acquired in high current bunched

mode. When required, charge effects were compensated by

means of a pulsed electron flood gun (Ek =  20 eV), the primary

ion dose density being then 1.25 × 1012 Bi3
+/cm2.  Spectra cal-

ibration was  achieved using positions of C−,  C3
−, C4

− peaks

in negative mode, and CH3
+,  C4H7

+, C5H9
+ peaks in positive

mode. Spectra comparison was carried out after a  normaliza-

tion of  the intensity, proportionally to the total intensity of  each

spectrum. Pure APTES and  self-supported chitosan film were

used as references in order to select characteristic fragments

(Table 2).

Chemical images were obtained by large scan from a

10,000 × 10,000 �m2 area with 250 × 250 pixels resolution. In

order  to control the coupling agent grafting, the negative and

positive ionic fragments below were chosen: TiO3H−, TiSiHO5
−,

Si2HO4
− in negative mode and Si+,  Ti+,  C2H6NO+ in positive mode.

Monitoring of the positive ionic fragments such as Ti+,  C4H6NO+ and

C2H6NO+ allows controlling the polymer deposit and its resistibility

to  immersion in acidic solutions.

2.3.4. Dynamic-mode secondary ion mass spectrometry (DSIMS)

ToF-SIMS 5 instrument (ION-TOF GmbH, Germany) was used

with a  pulsed primary ion source of Bi1
+ operated at 25 keV for

analysis. Scanning area of secondary ions was  100 ×  100 �m2 in

the center of a  larger sputtered area, in order to minimize edge

effects and redeposition linked to the formation of the crater.

Primary ion source of O2
+ was  operated in non-interlaced mode

at  2  keV for sputtering with sputtered area of 300 × 300 �m2.

Charge effects were compensated by means of  a pulsed elec-

tron flood gun (Ek = 20 eV). The depth probed is at the nanometer

scale in the dynamic mode, with each point of the profiles

obtained from a  mass spectrum. The maximum depth reached

is around 15 �m.  Ion intensities were plotted versus the sput-

tering time, which was converted into depth after profilometry

measurements.

Table 2
Specific positive and negative fragments of APTES and chitosan.

Negative ion Theoretical m/z Measured m/z  Positive ion Theoretical m/z Measured m/z

APTES CN− 26.003 26.004 Si+ 27.977 27.975

SiO2
− 59.967 59.967 SiHO+ 44.980 44.979

SiHO2
− 60.975 60.975 SiH3O2

+ 62.990 62.988

SiHO3
− 76.969 76.968 SiH3O3

+ 78.985 78.984

Chitosan CHO2
− 44.998 44.998 C2H6NO+ 60.045 60.043

C2H4NO− 58.030 58.034 C2H5O2
+ 61.029 61.027

C2H3O2
− 59.013 59.015 C5H6NO+ 96.045 96.049

C3H3O2
− 71.013 71.016 C5H5O2

+ 97.029 97.029

C3H4NO2
− 86.024 86.025 C4H6NO2

+ 100.040 100.041

C4H6NO2
− 100.040 100.045 C5H6NO2

+ 112.040 112.039

C6H10NO3
+ 144.066 144.065
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Fig. 2. XPS high resolution and deconvolution of carbon spectra (A, left) of PiTi (a), APiTi (b), SAPiTi (c) and CSAPiTi (d) and XPS high resolution and deconvolution of titanium

spectra (when relevant) (B, right) of PiTi (a), APiTi (b), SAPiTi (c) and CSAPiTi (d).

2.3.5. Scanning electron microscopy-field emission gun (SEM)

and  energy dispersive spectroscopy (EDS)

SEM was performed using a FEI Quanta 250 FEG instrument with

SDD  Bruker detector at  1 kV in secondary electrons (SE) and 5  kV in

back-scattered electrons (BSE) mode. Images were recorded at ×8

and  ×80 magnifications. EDS data were analyzed using the Esprit

software.

2.4. 3D optical profilometry

Profilometry characterization was performed with a  Senso-

far  Neox instrument in interferometry method following the

ISO  25178 norm. Measurements were made on different areas

given two types of information. The  organic layer thickness per-

mits  to retrieve its DSIMS sputtering rate and on the other

hand the area surface roughness parameters, arithmetic aver-

age height (Sa) and developed area (Sdr),  allow control of the

sample homogeneity. Scanning area was 1273 × 955 �m2 with a

pace of 1.66 �m.  The film thickness measurement was achieved

by profile of a 300 × 300 �m2 crater created by O2
+ ions sput-

tering using ToF-SIMS 5  instrument in dynamic mode, up to

the  interface between the deposited organic layer and the

substrate.

3.  Results and discussion

3.1. Control of  coupling agent grafting

3.1.1. X-ray photoelectron spectroscopy (XPS) analysis

XPS  being sensitive, it allows the precise monitoring of surface

changes and gives information on chemical structure and atomic

concentration of different types of surfaces [35].  Hence both first

steps  of the grafting (reaction between APTES and –OH surface

groups of titanium substrates, and succinic anhydride addition, as

depicted on Fig. 1) were analyzed via this technique. Fig. 2  shows

XPS high resolution and deconvolution of carbon and titanium

spectra of PiTi (a), APiTi (b), SAPiTi (c) and CSAPiTi (d) and element

composition changes as a  function of the reaction stage and acidic

exposure for chitosan coated samples are presented in Table 3.

Pristine Ti surface presents high and unexpected carbon con-

tent probably due to surface contamination partially attributed to

a  polysiloxane compound in sight of the silicon peak at  102.2 eV

[36]. The Ti 2p deconvoluted peaks at 454.1 eV (8.4 ± 0.4%) and

458.6–460 eV (91.6 ± 0.4%) were attributed to Ti0 from the support

[26] and Ti4+ of TiO2 layer, respectively [37].  After piranha treat-

ment, the carbon ratio decreases even if  it is still detected on the

PiTi  sample. In parallel, the peaks relative to oxygen and titanium

increase, with for Ti  2p deconvoluted peak, no change of assignment
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Table 3
Atomic element composition percent for the individual reaction steps and for chitosan coated samples CSAPiTi, CSAPiTi-pH 3  and CSAPiTi-pH 5  determined by XPS. Standard

deviations were calculated from measurements performed on two different areas. Others: F, Al,  Ca, S,  Cl, Mg, Na, P,  K.

Ti  PiTi APiTi SAPiTi CSAPiTi CSAPiTi-pH 3 CSAPiTi-pH 5

C1s (%) 46.7 ± 1.3 35.3 ± 2.6 55.3 ± 2.0 47.6  ± 3.0 62.8 ± 0.5 59.1 ± 0.3 60.3 ± 0.6

N1s (%) 2.8 ± 0.5 2.4 ± 0.0  7.3 ± 0.8 6.0 ± 0.2 7.6 ± 0.4 7.3 ± 0.4 6.6 ± 0.0

O1s (%) 36.4 ± 0.7 45.2 ± 1.6 23.7 ± 0.1 30.1 ± 1.8 29.0 ± 0.2 30.6 ± 0.1 29.7 ± 0.5

Ti2p (%) 8.6 ± 0.3 17.1 ± 1.1 0.1 ± 0.2 3.8 ± 1.1 0.0 ± 0.0 0.0 ± 0.0 0.0 ± 0.0

Si2p (%) 3.0 ± 1.6 0.0 ± 0.0  13.1 ± 1.8 10.5 ± 0.2 0.3 ± 0.1 0.9 ± 0.2 1.7 ± 0.1

Others (%) 2.5 ± 0.3 0.0 ± 0.0  0.5 ± 0.6 2.1 ± 0.4 0.3 ± 0.1 2.1 ± 0.1 1.8 ± 0.3

percent (see Table S1 in supplementary data). In good accordance,

the deconvoluted O  1s peak at  530 eV was assigned to TiO2 in Ti

(49.4 ± 2.4%) and PiTi (71.8 ±  1.8%) samples. It can be mentioned

that peaks at 531.5 and  at 532.5–533 eV found in both first samples

were attributed to contaminations. As Xu and co-workers shown, it

appears difficult to eliminate physisorbed carbon and atmospheric

nitrogen, this latter being considered as minor contaminations on

both starting surfaces [26].  It can be noted that no trace of other ele-

ments was detected on the surface after piranha cleaning proving

its efficiency. In the literature, to highlight the different steps, most

of  the studies do not take into account surface contaminations and

directly compare the relative content of atomic ratios of selected

elements such as O/C and N/C in the case of polyethylene sub-

strates [38] and C/Ti, O/Ti and N/Ti for titanium substrates [26]. This

approach does not seem appropriate here precisely because of the

partial masking of Ti substrate. Other methods can be found in the

literature to clean and activate titanium substrates before covalent

attachment of silane, such as passivation method and immersion

in  alkali solution [39,40].

After the silanation step, the C  and Si peak intensities increase as

expected [25] while the Ti  peak is almost no longer detected which

is a sign of layer of silane more than 10 nm (detection limits of

XPS analysis). The C signal was  deconvoluted into two main peaks:

at 284.7 eV (73.4 ± 6.6%) and at  286.1 eV (23.1 ± 5.3%), assigned to

C–C/C–H/C–Si  and C–N/C–O, respectively, in good agreement with

silane deposition (see Table S1 in supplementary data). Oxygen

peak decreases due to the masking of substrate and  the signal

can be divided in two  parts: peaks at  531.5 eV (89.2 ±  5.1%) and

at  532.5–533 eV (10.8 ±  5.1%) were assigned to O–Si  and O–C,

respectively; the latter corresponding to some contaminations.

As expected, N 1s intensity increases considering amino groups

present in APTES. The deconvoluted N 1s signal gave two peaks

at  399.3 eV (95.3 ±  4.5%) and at 401.5 eV (4.7 ±  4.5%) corresponding

to –NH2 and –NR3
+, respectively [41].

Then after the SA deposition step, signals relative to C  1s and

Si 2p lightly decrease in parallel of increasing of Ti 2p  and O

1s percents, suggesting degradation during the SA process with

partial detachment of the silane. However, the nitrogen signal,

which is still detected in significant amounts on SAPiTi sample, is

thus mostly attributed to the silane (see Table S1 in supplemen-

tary data). The deconvoluted peak of C 1s of  SAPiTi sample gave

four peaks: peak at 284.7 eV (63.3 ±  1.8%), the peak at  286.1 eV

Fig. 3. Average normalized intensity of positive and negative fragments of Ti, PiTi and APiTi (a) and (b), and average normalized intensity of positive and negative fragments

of SAPiTi, CSAPiTi, CSAPiTi-pH 5  and CSAPiTi-pH 3 (c) and (d).
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Fig. 4. 2D  surface imaging of positive fragments and negative fragments of APiTi (a and c) and SAPiTi (b and d).

(27.4± 2.4%), the peak at  287.8 eV (6.2 ±  0.2%), and the peak

at 289 eV (0.8 ±  0.6%) which were assigned to C–Si/C–C/C–H,

C–N/C–O, C=O and O=C–O/N–C=O, respectively. These results are

consistent with a  formation of a  peptide bond between APTES

and SA. However, the characteristic signal of peptide bond is hard

to  clearly demonstrate with XPS on titanium substrates because

of  surface analysis size. Bahadur et al. characterize successfully

APTES-SA reaction using XPS in the case of nanoparticles [42].

3.1.2.  Time-of-flight secondary ion mass spectrometry (ToF-SIMS)

In  contrast to XPS, ToF-SIMS not only provides elemental infor-

mation, but also a detailed molecular one with a high sensitivity

with depth probed at the monolayer scale [43]. Analyzes of positive

and  negative fragments are another way to study grafting of cova-

lent agents to titanium substrate (Figs. 3–5). Contaminations from

silicon based compounds such as Si+, SiHO+,  SiO2
− and SiHO2

− are

detected on Ti substrate (Fig. 3a  and b). Analysis of the outermost

surface can be disturbed by these contaminations, which are pos-

sibly  due to traces of polydimethylsiloxane (PDMS). After piranha

stage, characteristic peaks of the substrate (such as Ti+ and TiO2
−)

show higher intensities, associated with a  significant decrease

of polysiloxane detection. Furthermore, the slight increasing of

TiO+/Ti+ ratio and of  Ti2O5H− ion detection could indicate a  slight

chemical oxidation of surface and presence of Ti–OH sites on PiTi

sample [44].

Characteristic positive and negative fragments of APTES selected

from Table 2 were investigated after the silanization step by two

ToF-SIMS analysis modes: surface spectroscopy and 2D surface

imaging (Figs. 3 and  4).  Despite presence of PDMS corresponding

partly to the silicon detected in ToF-SIMS (data not shown) and XPS,

significant increase of APTES fragments is observed (Fig. 3a and  b).

It  is confirmed by 2D surface images (Fig. 4a  and c), that show the

relatively good homogeneity of the silane layer with an homoge-

neous Si+ ion repartition, mainly attributed to the silane. The image
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Fig. 5. Average normalized intensity of positive and negative fragments of APiTi and

SAPiTi.

of Si2HO4
− fragment indicates formation of cross-polymerization

through Si–O–Si bonds, with a homogeneous repartition. Mon-

itoring of the TiSiHO5
− fragment permits to track the binding

between the silane and titanium. However, this fragment is not

significantly detected on  APiTi sample, which suggests a thick

silane layer; confirming XPS results (see Section 3.1.1). In addition,

absence of characteristic fragments of chitosan such as C2H6NO+

in 2D surface images (Fig. 4) and the spectra (data not  shown)

proves that no confusion can be done during the detection of the

biopolymer [45]. Furthermore, absence of fragments correspond-

ing  to aminopropyl silane associated with ethoxy group such as

SiC5H12NO+ and SiC7H18NO2
+ (data not shown), and the homoge-

neous Si2HO4
− ion repartition are in agreement with two possible

types of reaction. Indeed, condensation reaction can occur either

between ethoxy-silane groups (Si-OEt) and the substrate leading

to  Ti–O–Si bond or between two silanol of  two APTES molecules

during the silanization step [46]. The Si–O–Si bond obtained by

this latter cross-polymerization [26] can strengthen the film and

improve further the retention of the entire coating. Studies of these

two reaction types were performed on APTES film deposit on sub-

strates using immersion technique or chemical vapor deposition

[40,47].

Reaction with SA leads to significant surface modification

(Figs. 4b, d and 5). Compared to APiTi samples, signals of tita-

nium  fragments on SAPiTi in both negative and positive modes

are  increased in some areas, as in the periphery, suggesting par-

tial  degradation of the silane layer. Indeed, silane fragments are

localized in the middle of the sample where no titanium peaks are

detected. An intensity decrease of Si2HO4
− and Si+ is also noted and

SiHO5Ti− fragments, indicator of Ti–O–Si bond, are detected on the

periphery of the wafer, in agreement with silane degradation. In

order to highlight the reaction between amino groups of grafted

silane and the succinic anhydride, C4H5O3
+,  C3H3O−,  C5H6NO2

−

and C4H3O3
− negative and positive fragments characteristic of

amide bonding were investigated in APTES-SA film (see Fig. S1 in

supplementary data) as well as in SAPiTi and APiTi (Fig. 5).  After

SA treatment, intensity of these fragments significantly increases

confirming reaction of SA with APTES to form amide group. This

reaction has been largely employed in the literature [48–50], but

none deals with deposit on  titanium.

3.2. Control of biopolymer deposit on titanium samples and

resistance of the coating after immersion in acidic solutions

3.2.1. XPS analysis

The surface atomic composition changes of  chitosan coated

samples before and after acidic exposure were determined by

Fig. 6. FT-IR/ATR spectra of CSAPiTi (a); CSAPiTi-pH 5 (b); CSAPiTi-pH 3 area 1  (c);

CSAPiTi-pH 3  area 2 (d).

XPS analysis (Table 3). Following chitosan deposition, a  signifi-

cant increasing of C 1s and N 1s peak intensities and a decrease

of  Si 2p  peak are observed. Absence of titanium suggests a chi-

tosan thickness superior to 10 nm (XPS detection limit). The

deconvoluted peaks of C 1s and O 1s of  CSAPiTi sample gave

four and two peaks, respectively (see Table S1 in supplementary

data):  peaks at 284.6 eV (30.4 ± 4.0%), at  286.1 eV (51.5 ± 2.4%), at

287.8 eV (15.7 ± 1.5%), and at  289 eV (1.9 ±  0.1%) were assigned

to C–C/C–H, C–N/C–O, O–C–O/C=O and N–C=O, respectively, for

C 1s signal [29,51] and peaks at  531.5 eV (99.2 ±  0.1%) and at

532.5–533 eV (0.8 ± 0.1%) which were assigned to O=C–N and

O–C,  respectively [52,53]. The deconvoluted N 1s signal gave

two peaks at 399.3 and at 401.5 eV corresponding to –NH2 and

–NH3
+,  respectively. These results confirm the success of chi-

tosan deposit and suggest the peptide bond formation. Gadenne

et  al. used also this type of covalent binding in order to graft

polysaccharide via a  silane onto titanium surface [54].  In the

literature, chitosan grafting on Ti can be performed via imide

bond formation using TESBA [22] or  APTES associated with

glutaraldehyde [25].

Study of the biopolymer coating retention in saliva media is

primordial for future applications in oral implantology. pH vari-

ation tests in similar conditions appear as a  relevant way to

evaluate dental material resistance according to previous stud-

ies [24,34].  Two  pH values (3 and 5)  were chosen arbitrarily in

order  to simulate acidic condition of saliva medium according to

previous work in our group [24].  Following pH immersion, no sig-

nificant changes about surface atomic composition are observed

by XPS analysis on CSATPiTi-pH 3  and CSATPiTi-pH 5 (Table 2),

proving the presence of chitosan on  both samples. Note that an

increasing of other elements corresponding to saliva media com-

position is observed. Moreover, hypothesis of no impact of acidic pH

treatments chitosan coated sample can be done according to this

analysis.

3.2.2. FTIR-ATR analysis

Following FTIR-ATR analysis, spectra presented in Fig. 6 show

equivalent signature and the characteristic bands of chitosan [23],

except for one recorded from CSAPiTi-pH 3  (Fig. 6d). Overlapped

peaks of N–H stretching and O–H stretching vibrations visible

around 3274 cm−1 indicate the presence of hydroxyl and amine

groups [55].  Weaker band intensity is noted for CSAPiTi-pH 5

(Fig. 6b) and CSAPiTi-pH 3 at  area 1 (Fig. 6c) compared to CSAPiTi

(Fig. 6a).  The weak band at  2876 cm−1 corresponds to (–CH2–)
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Fig. 7. SEM micrographs in secondary electron (SE)  mode of CSAPiTi (a); CSAPiTi-pH 5  (b); CSAPiTi-pH 3 (c).

stretching while bands at 1634, 1558, 1375 and 1315 cm−1 are

attributed to C=O of amide, –NH2 stretching vibration, –NHCO

of  amide and –C–N, respectively [51,56]. The bands at  1150,

1070, 1019 and 893 cm−1 are characteristics of chitosan structure

[51,56,57].

As above-mentioned, spectrum recorded on sample CSAPiTi-

pH 5 shows all expected bands for chitosan signature proving its

presence on the entire Ti surface even after the longest acidic

immersion. Besides, CSAPiTi-pH 3  gives ambivalent results, since

analyses of two different areas do not  lead to reproducible spectra.

Actually, the chitosan is not remained on the entire surface (Fig. 6d),

suggesting its partial deterioration and partial lift off. However as

noted in previous studies [24], all signal intensities on CSAPiTi-

pH  5 and CSAPiTi-pH 3 are weaker, possibly attributable to loss

of  biopolymer material. It should be pointed out that IR remains

here a qualitative analysis and no information about degradation

mechanism could be extracted because of non-detection of silane

on  titanium surface.

3.2.3. SEM analysis

The morphology of  chitosan-coated samples before and after

immersion in acidic solutions was  observed using SEM technique

(Fig. 7a–c). An  overview of the sample surface was shown as well

as for each of them, a zoom of one pertinent area is presented. In

the case of CSAPiTi (Fig. 7a) and CSAPiTi-pH 5 samples (Fig. 7b),

no  chemical or topographic contrast is observed regardless of the

magnification. Therefore we can conclude that the chitosan coating

is  homogeneous and uniform and that the acid treatment at pH 5 of

chitosan-coated sample does not change its  surface morphology.

On the contrary and in good accordance with the previous IR

conclusions, after immersion at pH 3  for 24 h  of chitosan-coated

sample, strong chemical and topographic contrasts are observed

(Figs. 7c and 8a and b). At  low magnification, observation of a

quarter of substrate suggests partial degradation of the biopolymer

and lift of at the disk periphery. At  high magnification, contrasts

are even more obvious with the substrate exposed in some areas

(Fig. 8b).  Folding and retraction of the film seems also to occur

Fig. 8. SEM micrographs of CSAPiTi-pH 3 in secondary electron (SE) (a) and back-scattering electron (BSE) (b) modes; EDS mapping of O element in green code (c); C and Ti

in  blue and red code (d) of CSAPiTi-pH 3.
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Table 4
Evolution of surface parameters of CSAPiTi, CSAPiTi-pH 5, CSAPiTi-pH 3.

Sa (�m)  Sdr (%) Coating

thickness (�m)

DSIMS sputtering rate

(�m/s)

CSAPiTi 1.17 1.06 15.95 ± 1.13 0.017

CSAPiTi-pH 5 0.77 0.16 9.56 ± 0.11 0.021

CSAPiTi-pH 3 0.85 2.51  11.40 ± 2.90 0.019

during the acid immersion. Oxygen, carbon and titanium mapping

of  CSAPiTi-pH 3 are shown in Fig. 8c and d. The intensity of O and C

is  correlated to the biopolymer amount, rich of these two  elements.

In  the same manner, the Ti intensity increases where the amount of

carbon and oxygen is  low. These results support previous findings

of  partial detachment and retraction of chitosan at  pH 3.

3.2.4. ToF-SIMS analysis

It was demonstrated above, that chitosan deposition leads to

the decrease of Ti+,  TiO+,  Si+, SiHO+,  SiO2
− and SiHO2

− fragment

intensities due to a thick coating (Fig. 3c and d). Characteristic pos-

itive and negative chitosan fragments shown in Table 2 are fully

detected after chitosan deposition highlighting the grafting effi-

ciency like in a previous study [23].  After acidic exposure, different

results are observed depending on the pH. No significant differ-

ence is observed between the three samples; however it  should be

pointed out a noticeable standard deviation value was observed in

the case of CSAPiTi-pH 3 attributed to the chitosan deterioration in

some areas. Indeed at these damage zones, the substrate is  clearly

observed with detection of Ti+ ions in a lower intensity than pristine

titanium. Presence of silicon fragments mainly attributed to silane

and characteristic fragments of CS are also  proved here but in a

fewer amounts than reference deposit sample. Two-dimensional

surface imaging of positive fragments of CSAPiTi, CSAPiTi-pH 3  and

CSAPiTi-pH 5 confirms these findings with detection of Ti and less

chitosan after pH 3  treatment (see Fig. S2 in supplementary data).

Analysis of negative ions assigned to chitosan film shows a slight

decrease of normalized intensity after exposure to acidic solutions,

attributable to loss of biopolymer material. These results provide a

possible indication of  mechanisms leading to the partial degrada-

tion following exposure to acidic solution. Indeed, two mechanisms

can occur at pH 3 with the rupture of the covalent bond between

chitosan and coupling agent and/or the rupture of covalent bond

between silane and titanium substrate.

3.2.5. Thickness and area roughness of the coating

Optical profilometry is  one of the techniques used to precise an

implant surface [58]. It is used to characterize the surface rough-

ness: Sa, Sdr and the coating thickness (see Fig S3 in supplementary

data) permitting to get interesting insights on the DSIMS sputtering

rate (Table 4). Although, SEM detected no coating change before and

after immersion at pH 5, profilometry shows important modifica-

tions in terms of roughness and thickness for all  samples. Indeed,

in the case of CSAPiTi-pH 5 sample a  smoothing effect of saliva

media probably due to a  minor loss of chitosan is suggested as the

observed roughness parameters decrease.

In  the case of CSAPiTi-pH 3  at  24 h, the smoothing effect of saliva

media is still present according to a  lower Sa value, but the augmen-

tation of Sdr value observed may  be related to the heterogeneity of

the film formation (Fig. 8a).

After both acidic solutions, the biopolymer layer decreases in

agreement with the latter results and a noticeable standard devia-

tion is  noted in the case of  CSAPiTi-pH 3. The latter film folded on

itself which explains higher thickness and Sdr values than CSAPiTi-

pH 5. The sputtering rates obtained from the various organic layers

are  very close: according to internal observations, the sputtering

rate is significantly lower (about 10–20 times) for a  silica-based

Fig. 9. ToF-SIMS depth profiles of positive fragments recorded from CSAPiTi (a), CSAPiTi-pH 5 (b), and two  different areas of CSAPiTi-pH 3  (c and d).



M. D’Almeida et al.  / Applied Surface Science 327 (2015) 296–306 305

layer. The slight difference observed are thus not significant and

could  be due to matrix effects, i.e. change of film composition,

especially in this case with the presence or  not of alkaline ions.

3.2.6. Dynamic-mode secondary ion mass spectrometry (DSIMS)

Using depth profiling, DSIMS method provides a clear indication

on the thickness of the remaining film before and after immersion

[59] and information about the stacking of the deposited layer. ToF-

SIMS positive ion depth profiles were recorded on chitosan-coated

samples before and after 24 h  exposure (Fig. 9). The depth distribu-

tion of 46Ti+ (saturation on 48Ti+),  C+,  Si+,  C3H3O2
+, CH4N+ and Na+

ion intensities is profiled. In order to study composition and stack of

layers, fragment intensities are reported in Fig. 9 using a linear scale.

In  agreement with previous results and ion evolution, CSAPiTi sam-

ple  can be divided in three regions. A first layer corresponds to the

chitosan film with presence of C+,  C3H3O2
+ and CH4N+ attributed

to the polymer (Fig. 9a). The organic layer with C+ as characteris-

tic signal gradually decreases until a  second area assigned to the

chitosan/coupling agent/substrate interface with the appearance

of  Si+ ion that is  ascribed to the silane layer, in agreement with

ToF-SIMS analyses on SAPiTi and APiTi samples. Enrichment and

then disappearance of CH4N+ ions are localized at the interface of

the substrate with the organic layer before Si maximum detection.

Hypothesis of the bond formation between chitosan amino group

and  the coupling agent can be assumed according to this result.

The  last detected region is  assigned to the support presenting ris-

ing 46Ti+ ion amount with the depth analysis. Contamination with

alkaline elements such as Na+ was detected in the organic layer and

mainly in the intermediate one.

After acidic exposure (Fig. 9b and c), intensity of alkaline ele-

ments in chitosan layer decreases, confirming hypothesis of its

contamination. The polymer thickness decreases after 24 h of

exposure in both acidic saliva media. Therefore in both cases,

C3H3O2
+ ions followed the CH4N+ ions evolution in CSAPiTi sample,

with enrichment and then disappearance at  the interface chi-

tosan/silane/substrate before Si detection. This result could be a

consequence of acidic exposure which damages CS deposit. On

the  area of deterioration of chitosan, C+,  C3H3O2
+ and CH4N+ ions

are  quickly eliminated, sign of an almost complete film deteriora-

tion  (Fig. 9d). Therefore, in the same area, Si+ ions, characteristic

of  the intermediate silane layer, were partially present. It can be

noticed that beyond the chitosan–silane interface area, the thick-

ness is biased due to the chemical difference of the different layers.

These findings, in agreement with profilometry results, complete

the  results obtained with ToF-SIMS. Indeed, following exposure

to  acidic solution, besides the two mechanisms suggested by ToF-

SIMS, coating thickness reduction can be also observed.

4.  Conclusions

In this work, a  covalent grafting of chitosan to titanium was per-

formed using a three-step reaction procedure. It involves the use

of  two coupling agents: 3-aminopropyltriethoxysilane (APTES) as

silane to react on titanium previously treated during the piranha

step, and succinic anhydride used to ensure the formation of a

double peptide bond between both amino groups from APTES and

chitosan. Accurate monitoring of the resistance of chitosan-coated

samples in saliva media at  pH 3 and 5  for 24 h  was performed. A

decrease of thickness and surface roughness were the only changes

observed after pH 5 immersion. In the case of pH  3, heterogene-

ity of the surface has been demonstrated with no trace of CS in

some area even if  silane was detected. The use of surface char-

acterization technique was necessary to evaluate the production

process of a bioactive coating. These analysis methods are permit-

ted  also to follow and understand precisely the matrix modification

of coating following immersion in biological solutions. This study

allowed providing reference fragments for products used in the

coating production (CS and APTES); these results might be a key

factor in the selection of bioactive coating in dental implantology

applications but also in other applications using these products.

The combination of  these techniques appears here necessary to

clearly characterize the coating production. Efforts are occurring

in  our  group to improve both the grafting step and the resistance

of chitosan-coated titanium at  pH 3.  The next challenge will be

the  study of its  biocompatibility and antibacterial properties of this

new  procedure to graft chitosan.
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Psakh’e, L. Dluhoš,  M.  Seefeldt, A. Smolin, Mater. Sci. Eng. R: Reports 81 (2014)
1–19.

[3] M.  Geetha, A.K. Singh, R. Asokamani, A.K. Gogia, Progress Mater. Sci. 54 (2009)
397–425.

[4] A.D. Pye, D.E. Lockhart, M.P. Dawson, C.A. Murray, A.J.  Smith, J.  Hosp. Infect. 72
(2009) 104–110.

[5] K. Subramani, R.E.  Jung, A. Molenberg, C.H. Hammerle, Int.  J. Oral Maxillofac
Implants 24 (2009) 616–626.

[6] J. Mouhyi, D.M. Dohan Ehrenfest, T. Albrektsson, Clin. Implant Dent. Relat. Res.
14 (2012) 170–183.

[7] B. Klinge, M. Hultin B.T, Dent. Clin. North Am. 49 (2005) 661–676.
[8] A. Pelaez-Vargas, D. Gallego-Perez, M.  Magallanes-Perdomo, M.H. Fernandes,

D.J. Hansford, A.H. De Aza, P. Pena, F.J. Monteiro, Dental Mater. 27 (2011)
581–589.

[9] T. Hanawa, Jap. Dental Sci. Rev. 46 (2010) 93–101.
[10] A. Michiardi, G. Helary, P.C. Nguyen, L.J. Gamble, F. Anagnostou, D.G. Castner,

V.  Migonney, Acta Biomater. 6 (2010) 667–675.
[11] R. Tejero, E. Anitua, G. Orive, Progress Polym. Sci. 39 (2014) 1406–1447.
[12] C. Jin, L.-f. Ren, H.-z. Ding, G.-s. Shi, H.-s. Lin,  F. Zhang, J. Biomed. Mater. Res.

Part B: Appl. Biomater. 100B (2012) 2167–2177.
[13] H. Ao,  Y.  Xie, H. Tan, X. Wu, G. Liu,  A. Qin, X. Zheng, T. Tang, J.  Biomed. Mater.

Res. Part A 102 (2014) 204–214.
[14] M.  Dash, F. Chiellini, R.M. Ottenbrite, E. Chiellini, Progress Polym. Sci. 36 (2011)

981–1014.
[15] G. Ikinci, S. Senel, H. Akincibay, S. Kas, S. Ercis, C.G.  Wilson, A.A. Hincal, Int. J.

Pharm. 235 (2002) 121–127.
[16] M.  Kong, X.G. Chen, K.  Xing, H.J. Park, Int. J.  Food Microbiol. 144 (2010) 51–63.
[17] M.  Rinaudo, Progress Polym. Sci. 31 (2006) 603–632.
[18] J. Vázquez, I. Rodríguez-Amado, M.  Montemayor, J. Fraguas, M.  González, M.

Murado, Marine Drugs 11 (2013) 747–774.
[19] Z. Wang, X. Zhang, J. Gu, H. Yang, J.  Nie, G. Ma, Carbohydr. Polym. 103 (2014)

38–45.
[20] H. Marie, A. Barrere, F. Schoenstein, M.H. Chavanne, B. Grosgogeat, L. Mora,

PLoS  One 7 (2012) 30.
[21] Z. Shi, K.G. Neoh, E.T. Kang, C. Poh, W.  Wang, J.  Biomed. Mater. Res. A 86 (2008)

865–872.
[22] H.J. Martin, K.H. Schulz, J.D. Bumgardner, K.B. Walters, Appl. Surf. Sci. 254 (2008)

4599–4605.
[23] P. Renoud, B. Toury, S. Benayoun, G. Attik, B. Grosgogeat, PLoS  One  7 (2012) 31.
[24] D. Campos, B. Toury, M. D’Almeida, G. Attik, A. Ferrand, P.  Renoud, B. Grosgogeat,

Odontology (2014) 1–8.
[25] H.J. Martin, K.H. Schulz, J.D. Bumgardner, K.B. Walters, Langmuir 23 (2007)

6645–6651.
[26] X. Xu, L.  Wang, S. Guo, L.  Lei, T. Tang, Appl. Surf. Sci. 257 (2011) 10520–10528.



306 M.  D’Almeida et  al. / Applied Surface Science 327 (2015) 296–306

[27] N.S.K. Gunda, M.  Singh, L.  Norman, K. Kaur, S.K. Mitra, Appl. Surf. Sci. 305 (2014)
522–530.

[28] Z. Ma,  Z. Mao, C. Gao, Colloids Surf. B: Biointerfaces 60 (2007) 137–157.
[29] A. Héquet, V. Humblot, J.-M. Berjeaud, C.-M. Pradier, Colloids Surf. B:  Biointer-

faces 84 (2011) 301–309.
[30] H.S. Lee, S. Tsai, C.C. Kuo, A.W. Bassani, B. Pepe-Mooney, D. Miksa, J.  Masters, R.

Sullivan, R.J. Composto, J.  Colloid. Interface Sci. 385 (2012) 235–243.
[31] B. Toury, B. Grosgogeat, P. Renoud, C. Desroches, Substrate on which chitosan or

collagen is grafted via  a covalent bond, PCT  process in press Fev 2013, Inventors
(2013) UCBL CNRS, France, January 2012.

[32] F. Kari, Toxic. Rep. Ser. 25 (1993), 1-E10.
[33] A. Nanci, J.D. Wuest, L. Peru, P. Brunet, V. Sharma, S. Zalzal, M.D. McKee, J.

Biomed. Mater. Res. 40 (1998) 324–335.
[34] N. Schiff, B. Grosgogeat, M. Lissac, F. Dalard, Biomaterials 23 (2002) 1995–2002.
[35] G. Zorn, J.E. Baio, T. Weidner, V.  Migonney, D.G. Castner, Langmuir 27 (2011)

13104–13112.
[36] J.F. Moulder, W.F. Stickle, P.E. Sobol, K.D. Bomben, Handbook of X-ray Photo-

electron Spectroscopy, 1992.
[37] C. Boulmer-Leborgne, J.  Hermann, B. Dubreuil, P. Brault, M.L. DeGiorgi, G. Leg-

gieri, A. Luches, M. Martino, A. Perrone, I.N. Mihailescu, I. Ursu, G. Blondiaux,
J.L. Debrun, H. Estrade, B. Rousseau, Appl. Surf. Sci. 54 (1992) 349–352.

[38] Z. Xin, J. Hou, J. Ding, Z. Yang, S. Yan, C. Liu, Appl. Surf. Sci. 279 (2013) 424–431.
[39] D. Tsiourvas, A. Tsetsekou, M. Arkas, S. Diplas, E. Mastrogianni, J.  Mater. Sci.:

Mater. Med. 22 (2011) 85–96.
[40] G. Tan, L. Zhang, C.  Ning, X. Liu, J.  Liao, Thin Solid Films 519  (2011) 4997–5001.
[41] Y.-Y. Song, H. Hildebrand, P.  Schmuki, Surf. Sci. 604 (2010) 346–353.
[42] N.M. Bahadur, T. Furusawa, M.  Sato, F. Kurayama, I.A. Siddiquey, N. Suzuki, J.

Colloid Interface Sci. 355  (2011) 312–320.
[43] C.A. Prestidge, T.J. Barnes, W.  Skinner, J.  Pharm. Pharmacol. 59 (2007) 251–259.

[44] P. Dubruel, E. Vanderleyden, M. Bergadà, I. De Paepe, H.  Chen, S. Kuypers,
J. Luyten, J.  Schrooten, L. Van Hoorebeke, E. Schacht, Surf. Sci. 600 (2006)
2562–2571.
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