
HAL Id: tel-01680949
https://theses.hal.science/tel-01680949v2

Submitted on 22 Jan 2018

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
destinée au dépôt et à la diffusion de documents
scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
émanant des établissements d’enseignement et de
recherche français ou étrangers, des laboratoires
publics ou privés.

Développement d’un microréacteur biomimétique pour
l’analyse in situ d’activités enzymatiques par couplage
de l’électrochimie et de la microscopie de fluorescence

Pauline Lefrançois

To cite this version:
Pauline Lefrançois. Développement d’un microréacteur biomimétique pour l’analyse in situ d’activités
enzymatiques par couplage de l’électrochimie et de la microscopie de fluorescence. Chimie théorique
et/ou physique. Université de Bordeaux, 2017. Français. �NNT : 2017BORD0759�. �tel-01680949v2�

https://theses.hal.science/tel-01680949v2
https://hal.archives-ouvertes.fr


 
 

 THÈSE PRÉSENTÉE 

POUR OBTENIR LE GRADE DE 

DOCTEUR  

DE L’UNIVERSITÉ DE BORDEAUX 

 

ÉCOLE DOCTORALE 

de SCIENCES CHIMIQUES 

 

Par Pauline LEFRANÇOIS 
 

Développement d’un microréacteur biomimétique pour  

l'analyse in situ d'activités enzymatiques par couplage de 

l’électrochimie et de la microscopie de fluorescence 
 

Sous la direction de : Stéphane ARBAULT 

 

 

Soutenue le 30 Novembre 2017 
 

Membres du jury : 
Sébastien LECOMMANDOUX Professeur, Président 

 Bordeaux INP ENSCBP 
Miglena ANGELOVA Professeur, Rapporteur  
 Université Pierre et Marie Curie – Paris 6 
Fethi BEDIOUI Directeur de Recherche CNRS Rapporteur  
 Chimie ParisTech 
Olivier BURIEZ Chargé de Recherche CNRS Examinateur 
 Ecole Normale Supérieure 
Marie-Pierre ROLS Directeur de Recherche CNRS Examinateur 
 Université de Toulouse 
Jérôme SANTOLINI Chercheur CEA, Examinateur 
 CEA Saclay 
Stéphane ARBAULT Directeur de Recherche CNRS Directeur de thèse 
 Université de Bordeaux 



 

 

 

Titre : Développement d’un microréacteur biomimétique pour l'analyse in situ d'activités enzyma-
tiques par couplage de l’électrochimie et de la microscopie de fluorescence 

Résumé : De nombreuses réactions enzymatiques sont à l’origine de processus physiologiques au sein 
des organismes vivants. Ces réactions sont basées sur des transferts de protons et d’électrons et con-
duisent souvent à la production d’espèces secondaires. Parmi elles, les espèces réactives de l’oxygène 
et de l’azote (ROS, RNS) présentent un intérêt particulier puisqu’elles jouent un double rôle : d’une 
part en permettant à l’organisme de réagir à un stress par l’activation de voie de signalisation redox, 
et d’autre part ces ROS et RNS peuvent causer des dommages tissulaires et être à l’origine de dys-
fonctionnement (stress oxydant) au sein de l’organisme. La haute réactivité de ces espèces induit leurs 
faibles durées de vie (ns-min) et rend l’étude de certaines réactions enzymatiques difficiles en solu-
tion. Ce projet de thèse a pour objectif de développer un microréacteur biomimétique pour l’étude 
d’activités enzymatiques produisant des ROS/RNS. En effet, en confinant une réaction au sein d’un 
compartiment de taille équivalente à celle d’une cellule (20-100 µm de diamètre), les espèces générées 
(H2O2, NO•, NO2

-) doivent pouvoir être sondées in situ avec une résolution cinétique et quantitative. 
Des vésicules unilamellaires géantes sont formées en conditions physiologiques et servent de micro-
réacteurs pour l’analyse des activités enzymatiques de la glucose oxydase et des NO-synthases. La 
microscopie de fluorescence permet l’observation des vésicules et le suivi du déclenchement de la 
réaction assuré par microinjection. Les espèces produites sont ensuite détectées en temps réel par 
électrochimie afin de déchiffrer à terme les différentes voies enzymatiques des NO-Synthases. 

Mots clés : Liposomes – Biomimétisme – Enzymes – Glucose oxydase – NO-Synthase – Espèces 
réactives de l’oxygène et de l’azote – Peroxyde d’hydrogène – Monoxyde d’azote 
 

Title : Development of a single biomimetic microreactor for enzymatic activities in situ analyzes by 
coupling electrochemistry and fluorescence microscopy 

Abstract : Enzymatic reactions are involved in many physiological phenomena in living organisms. 
These reactions are based on protons and electrons transfers and can lead to the production of by-
products. Among them, reactive oxygen and nitrogen species (ROS and RNS) are of great interest as 
they play a double role: on the one hand by allowing the organism to react to a stress by the activation 
of signaling redox pathways, and on the other hand, ROS and RNS can cause oxidative damages to 
tissues ensuing dysfunctions in the organism. The high reactivity of such species induce their short 
lifetimes (ns-min) and leads to uncertainties when it comes to the study of some enzymatic reactions 
in bulk. This PhD project aims to develop a biomimetic microreactor for the study of enzymatic ac-
tivities producing ROS/RNS. Indeed, by confining a reaction within a cell-sized compartment (20-
100 µm diameter), the generated species (H2O2, NO•, NO2

-) could be analyzed in situ with a quantita-
tive and kinetic resolution. Giant unilamellar vesicles are formed in physiological conditions and are 
used as microreactors for the monitoring of enzymatic activities of glucose oxidase and NO-synthases. 
Fluorescence microscopy allows individual vesicle observation and the monitoring of reactions trig-
gered by microinjection. Then, released species are detected in real-time by electrochemistry in order 
to decipher the diverse enzymatic pathways of NO-Synthases.  

Keywords : Liposomes – Biomimicry – Enzymes – Glucose oxidase – NO-Synthase – Reactive Ox-
ygen and Nitrogen Species – Hydrogen peroxide – Nitric oxide 
 

Unité de recherche : Institut des Sciences Moléculaires – CNRS UMR 5255 
Groupe NSysA – ENSCBP - 56 Avenue Pey Berland - 33603 Pessac Cedex 



 

 

 

Remerciements 

Trois années de thèse, trois années de recherches, d’expériences et de discussions mais aussi 
trois années de vie, de rencontres et de changements… Je souhaite adresser mes remerciements à 
toutes les personnes qui m’ont accompagné au cours de cette aventure. 

 Pour commencer, je tiens à remercier les rapporteurs, Miglena Angelova et Fethi Bedioui, 
ainsi que les examinateurs, Marie-Pierre Rols, Olivier Buriez, Sébastien Lecommandoux et Jérôme 
Santolini d’accepter de juger mes travaux. 

Mes remerciements vont ensuite à Stéphane Arbault, mon directeur de thèse. Merci de 
m’avoir fait confiance dès nos premiers échanges puis tout au long de cette thèse. Je vous en suis très 
reconnaissante. Je tiens à souligner vos qualités tant professionnelles qu’humaines. Vous m’avez 
beaucoup appris lors de nos nombreuses discussions grâce à vos connaissances, votre patience et 
surtout, votre bienveillance perpétuelle. Vous m’avez accompagnée au quotidien en me permettant 
de voir les choses d’un autre œil lorsque les difficultés se présentaient. Vous m’avez également laissé 
une grande autonomie dans le travail. Je tiens aussi à vous remercier de m’avoir donné l’oppurtunité 
de partir en Suède lors de notre échange avec le laboratoire d’Ann-Sofie Cans. Ce voyage a, de toute 
évidence, donné de nouvelles perspectives à ce projet. Finalement, un grand merci pour m’avoir per-
mis d’effectuer ma thèse dans les meilleures conditions possibles grâce à votre soutien mais égale-
ment en me fournissant les moyens matériels pour y parvenir. Ce fut un réel plaisir de travailler avec 
vous au quotidien.  

Ensuite, je souhaite remercier les autres personnes qui m’ont guidée au travers de leurs diffé-
rentes expertises.  

Jérôme, je te remercie pour ta grande disponibilité et tes conseils. Merci de m’avoir fait par-
tager ta passion pour la NO-Synthase mais également pour ta philosophie, ta bienveillance et ton 
honnêteté. J’ai toujours beaucoup apprécié nos discussions. 

Bertrand, tu m’as initiée à la microscopie confocale avant que je ne vole de mes propres ailes. 
Je te remercie d’abord pour ta pédagogie mais également pour ton soutien et ton intérêt tout au long 
de ma thèse. 

Laurent, je tiens à te remercier pour ta grande disponibilité et tes conseils précieux. Nos dis-
cussions ont toujours été très enrichissantes. 

Adeline, merci de m’avoir permis d’accéder à la salle blanche avec toi. Malgré les conditions 
intrinsèques imposées par le lieu, nous avons brillé dans nos habits de lumière et ce fut un plaisir de 
partager ces moments avec toi. 

Je remercie toutes les autres personnes que j’ai pu solliciter au NSysA et qui ont toujours été 
disponibles : Stéphane, Patrick, Véro, Aline, Valérie, Pascal, Dodzi, Neso et Alexander ; mais aussi 
mes anciens encadrants qui ont continué à veiller sur moi : Jeff, Christophe et Chrystel. Et d’autres 
avec qui j’ai eu l’occasion de discuter : Olivier Sandre, Emmanuel Ibarboure et Emmanuel Suraniti. 

Je pense également à Ann-Sofie Cans qui nous a accueillis avec une grande générosité au sein 
de son laboratoire à Göteborg et nous a permis de développer une nouvelle technologie ici à Bordeaux. 
Je la remercie également pour l’intérêt particulier qu’elle a montré pour mon projet et sa disponibilité. 
Merci également aux autres personnes qui nous accueillis à Chalmers : Aldo Jesorka, Neda Najafino-
bar et Hoda Mashadi Fathali. 



 

 

 

Trois années de vie et de rencontres… effectivement, la thèse n’est pas qu’une expérience 
professionnelle mais aussi une expérience de vie. La mienne a été marquée par les rencontres que j’ai 
pu faire avec tous les étudiants qui se sont succédé au NSysA : Vasilica, Anne, Justine, Milica, Alek-
sandar, Eugenio, Gibràn, Sathya, Priscilla, Samuel, Léo, Maew, Win, Damien, Bea, Alessandra, Ai-
leen, Sabina, Saioa… 

Je remercie particulièrement Hélène, ma sœur de thèse. On a commencé ensemble et on finit 
ensemble. On s’est encouragées et conseillées pendant trois ans. Ça n’aurait pas été pareil sans toi 
derrière moi au quotidien (littéralement !).  

Then, I would like to thank Suresh with who I spent a first year of PhD full of positive energy. 
Thanks for your support and for all the good moments we shared in the lab but also outside.  

Aujourd’hui, je tiens à remercier les gens qui m’entourent pour le grand final : Top, Lin, Ca-
mille, Bhavana, Maria, Iuliia, Silvia, Alice et Laura. Thanks guys! All of you have made the days 
awesome in the lab during these last months!  

A special thanks to Jerry (aka Panda aka Goat aka Perrito depending on the mood) for your 
great support these last weeks, for your sense of humor and all the rest! You have made this writing 
period much better than I expected! 

Je pense aussi à Fanny qui a démarré sa thèse sous la direction de Stéphane en même temps 
que moi mais depuis Pau. J’ai réellement apprécié tous les moments passés ensemble lorsque tu étais 
en visite à Bordeaux et nos échanges de conseils à propos de ce fameux NO• ! 

Je n’oublie pas les gens avec qui j’ai pu collaborer : Ariane et Louis au LCPO (Bordeaux), 
Xavier au LCP (Orsay) ; et aussi les stagiaires que j’ai eu l’occasion d’encadrer : Kenny et Raphaël, 
ce fut souvent surprenant mais, avec le recul, enrichissant. 

 
Enfin, je tiens à dire merci à ma famille, notamment à ma sœur Elise ; et à mes amis. En 

particulier, Vola, tu m’as soutenue (même depuis l’autre côté de l’Atlantique !) pendant cette thèse et 
depuis de nombreuses années sur tous les plans. Ian, merci à toi aussi pour ton soutien au quotidien, 
notamment dans les moments de doute qui ont pu marquer ces dernières années. Enfin, Thibault, tu 
m’as toujours encouragée à viser plus haut et tu as été mon premier soutien pendant des années, merci 
pour tout. 
 

 
  



 

 

 

Sommaire 

CHAPITRE 1 : MICROREACTEURS BIOMIMETIQUES ET REACTIVITES ENZYMATIQUES ....................................... 1 

I. MICROREACTEURS BIOMIMETIQUES .................................................................................................................... 1 
1. Généralités sur les lipides et leurs différents assemblages .................................................................... 1 
2. Les vésicules unilamellaires géantes ...................................................................................................... 5 

a. Les différents liposomes .................................................................................................................................... 5 
b. Applications des liposomes ................................................................................................................................ 6 

3. Propriétés de perméabilité des liposomes ............................................................................................. 7 
a. Ordre de grandeur et perméabilité .................................................................................................................... 7 
b. Généralités sur la perméabilité des membranes ............................................................................................... 7 
c. Modèle de diffusion simple ................................................................................................................................ 8 
d. Aspects thermodynamiques – Potentiels diélectriques ..................................................................................... 9 
e. Effets de température ...................................................................................................................................... 13 

4. Autres microréacteurs biomimétiques ................................................................................................. 17 
a. Polymersomes .................................................................................................................................................. 17 
b. Vésicules multi-compartiments........................................................................................................................ 18 
c. Capsules microgels ........................................................................................................................................... 21 

II. REACTIVITES ENZYMATIQUES AU SEIN DE MICROREACTEURS BIOMIMETIQUES ............................................................ 23 
1. La glucose oxydase et la peroxydase de raifort : mécanismes réactionnels et cinétiques ................... 23 

a. Le protocole basé sur la glucose oxydase pour la détection du glucose .......................................................... 23 
i. Mécanisme réactionnel ............................................................................................................................... 24 
ii. Cinétique enzymatique ............................................................................................................................... 25 

b. Le test Amplex Red pour la détection du peroxyde d’hydrogène .................................................................... 26 
i. Mécanisme réactionnel ............................................................................................................................... 26 
ii. Réactions secondaires et analyse quantitative ........................................................................................... 28 

2. Le monoxyde d’azote et les NO-Synthases .......................................................................................... 30 
a. Rôles du monoxyde d’azote ............................................................................................................................. 30 
b. Structure des NO-Synthases ............................................................................................................................. 31 
c. Controverse autour des mécanismes réactionnels des NO-Synthases ............................................................ 34 

i. Etape 1 : hydroxylation de l’arginine ........................................................................................................... 34 
ii. Etape 2 : oxydation du NΩ-hydroxyarginine (NOHA) ................................................................................... 36 

3. Méthodes de détection des ROS et RNS............................................................................................... 38 
a. Méthodes luminescentes ................................................................................................................................. 38 

i. Détection de H2O2 ....................................................................................................................................... 38 
ii. Détection de NO• ........................................................................................................................................ 40 
iii. Détection de O2

• - ........................................................................................................................................ 42 
iv. Détection de ONOO- .................................................................................................................................... 44 

b. Capteurs et méthodes électrochimiques ......................................................................................................... 45 
i. Principes généraux ...................................................................................................................................... 45 
ii. Electrodes et phénomènes de diffusion ...................................................................................................... 50 
iii. Electroanalyse de ROS et RNS ..................................................................................................................... 52 
iv. Détection de H2O2 ....................................................................................................................................... 53 
v. Détection du NO• ........................................................................................................................................ 54 

c. Autres techniques d’analyses ........................................................................................................................... 56 
i. Résonance paramagnétique électronique .................................................................................................. 56 
ii. Au-delà des ROS et RNS… ............................................................................................................................ 57 

III. OBJECTIFS DU PROJET DE THESE ....................................................................................................................... 58 

CHAPITRE 2 : FORMATION D’UN MICROREACTEUR BIOMIMETIQUE .............................................................. 60 

I. L’ELECTROFORMATION ................................................................................................................................... 60 
1. Principe ................................................................................................................................................ 60 
2. Electroformation en conditions physiologiques ................................................................................... 63 

a. Conditions expérimentales .............................................................................................................................. 63 
i. Supports d’électrodes ................................................................................................................................. 63 
ii. Compositions de membrane ....................................................................................................................... 64 

b. Mise en place du protocole .............................................................................................................................. 65 
c. Limitations........................................................................................................................................................ 71 



 

 

 

II. HYDRATATION SUR GEL DE POLY(ACETATE DE VINYLE) ........................................................................................... 76 
1. Introduction ......................................................................................................................................... 76 
2. Dynamique du gel ................................................................................................................................ 77 

III. REHYDRATATION DE VESICULES MULTILAMELLAIRES ............................................................................................. 79 
1. Introduction ......................................................................................................................................... 79 
2. Gonflement de vésicules unilamellaires géantes sur un réservoir de lipides ....................................... 79 

a. Composition et propriétés des lipides.............................................................................................................. 79 
b. Gonflement de vésicules .................................................................................................................................. 83 
c. Exploitation de ce type de vésicules ................................................................................................................ 85 

CHAPITRE 3 : MODIFICATION DU MILIEU INTERNE ET DECLENCHEMENT CONTROLE DE LA REACTION 

ENZYMATIQUE ............................................................................................................................................... 87 

I. ENCAPSULATION D’ESPECES AU COURS DE LA FORMATION DES VESICULES ................................................................. 87 
1. Introduction ......................................................................................................................................... 87 
2. Encapsulation au cours de l’électroformation ..................................................................................... 88 

a. Fluorophores .................................................................................................................................................... 88 
i. Calcéine ....................................................................................................................................................... 88 
ii. Resorufine ................................................................................................................................................... 89 

b. Systèmes enzymatiques ................................................................................................................................... 91 
i. Amplex Red et peroxydase .......................................................................................................................... 91 
ii. NO-Synthase inductible (domaine oxygénase) ............................................................................................ 92 

c. Effet du champ électrique sur l’activité enzymatique ...................................................................................... 94 
II. MICROINJECTION DE VESICULES UNILAMELLAIRES GEANTES .................................................................................... 97 

1. Introduction ......................................................................................................................................... 97 
2. Electro-microinjection de vésicules avec réservoir............................................................................... 98 

III. PERMEABILITE DES VESICULES ........................................................................................................................ 101 
1. Observations et hypothèses ............................................................................................................... 101 
2. Contrôles et conclusions .................................................................................................................... 104 

a. Photoblanchiment .......................................................................................................................................... 104 
b. Déséquilibre osmotique ................................................................................................................................. 104 
c. Pores permanents dus à l’électroporation ..................................................................................................... 104 
d. Domaines lipidiques ....................................................................................................................................... 106 
e. Pores transitoires et complément sur l’oxydation des lipides ....................................................................... 109 

IV. CONTROLE DU DECLENCHEMENT DE LA REACTION ENZYMATIQUE .......................................................................... 111 
1. Formation d’un réseau de vésicules connectées par des nanotubes : principe ................................. 111 
2. Déclenchement réactionnel contrôlé par minimisation d’énergie libre ............................................. 114 

CHAPITRE 4 : COUPLAGE ENTRE ELECTROCHIMIE ET MICROSCOPIE DE FLUORESCENCE POUR LA DETECTION 

DES ESPECES PRODUITES .............................................................................................................................. 115 

I. ETUDE DE L’OXYDATION DIRECTE DE L’AMPLEX RED EN RESORUFINE ...................................................................... 116 
1. Mise en évidence d’une oxydation directe de l’Amplex Red par voltamétrie cyclique ...................... 118 
2. Caractérisation du produit issu de l’oxydation de l’Amplex Red par spectroélectrochimie ............... 120 
3. Imagerie in situ de la formation de la resorufine à la surface de l’électrode par microscopie confocale

 122 
II. DETECTION IN SITU DU PEROXYDE D’HYDROGENE PRODUIT PAR LA REACTION ENZYMATIQUE DE LA GLUCOSE OXYDASE AU SEIN 

D’UNE VESICULE UNILAMELLAIRE GEANTE .................................................................................................................. 125 
1. La réaction modèle bienzymatique dans une vésicule : la perméabilité comme limitation majeure 125 

a. Etude cinétique préliminaire par spectrophotométrie .................................................................................. 126 
b. Calibration ...................................................................................................................................................... 127 
c. Microinjection en vésicule ............................................................................................................................. 128 

2. Combiner propriétés de perméabilité et analyse quantitative du système glucose-GOX .................. 133 
a. Etalonnage du système de détection vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène ..................................................... 134 

i. En solution ................................................................................................................................................. 134 
ii. Sous flux .................................................................................................................................................... 136 

b. Production de peroxyde d’hydrogène par le système glucose/GOX dans un microréacteur et détection 

électrochimique in situ ............................................................................................................................................ 138 
i. Injection d’H2O2 ......................................................................................................................................... 138 



 

 

 

ii. Production enzymatique de H2O2.............................................................................................................. 140 
III. MISE EN PLACE DE LA DETECTION DU NO• ET DU NO2

- : VERS LA CARACTERISATION DES ACTIVITES DES NO-SYNTHASES . 146 
1. Calibration du système de détection vis-à-vis du NO• et du NO2

- ...................................................... 146 
a. En solution : NO• ............................................................................................................................................ 147 
b. En solution : NO2

- ........................................................................................................................................... 149 
2. Microinjection de produits et substrats de l’activité NO-Synthase dans un liposome géant ............. 151 

a. Généralités sur les NONOates ........................................................................................................................ 151 
b. Détection de NO• et NO2

- injectés au sein d’une GUV ................................................................................... 152 
i. NO2

- ........................................................................................................................................................... 152 
ii. DEA-NONOate ........................................................................................................................................... 153 
iii. Interférents possibles à l’analyse de la NO-Synthase in situ ..................................................................... 153 

CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES .................................................................................................. 156 

ANNEXES ...................................................................................................................................................... 158 

I. MATERIELS ................................................................................................................................................ 158 
1. Produits chimiques............................................................................................................................. 158 
2. Appareils ............................................................................................................................................ 160 
3. Autres ................................................................................................................................................ 160 

II. METHODES ................................................................................................................................................ 161 
1. Electroformation ................................................................................................................................ 161 

a. Préparation des solutions de lipides .............................................................................................................. 161 
b. Dépôt et séchage ........................................................................................................................................... 161 
c. Montage pour l’électroformation .................................................................................................................. 162 

2. Fabrication des micropipettes ........................................................................................................... 164 
3. Fabrication des UMEs ........................................................................................................................ 166 
4. Préparation des lames pour immobilisation des GUVs ...................................................................... 168 

a. Poly-L-lysine ................................................................................................................................................... 168 
b. SU-8 2002 ....................................................................................................................................................... 169 

5. Détermination du pKa de la resorufine avec le tampon universel de Britton Robinson ..................... 170 
a. Préparation du tampon universel de Britton Robinson ................................................................................. 170 
b. Spectroscopie ................................................................................................................................................. 170 

6. Caractérisation de la NO-Synthase .................................................................................................... 171 
a. Conformation et concentration ..................................................................................................................... 171 
b. Activité (test de Griess) .................................................................................................................................. 172 

7. Préparation de solutions saturées en NO• ......................................................................................... 176 
8. Dosage du NO• par le test oxyhémoglobine ...................................................................................... 176 

a. Préparation de la solution d’oxyhémoglobine ............................................................................................... 176 
b. Dosage par ajouts successifs .......................................................................................................................... 177 
c. Suivi cinétique de production de NO• ............................................................................................................ 179 

III. SPECTRES DE REFERENCE............................................................................................................................... 180 
1. Calcéine ............................................................................................................................................. 180 
2. Resorufine .......................................................................................................................................... 180 
3. Fluoresceine ....................................................................................................................................... 181 
4. DiD ..................................................................................................................................................... 181 
5. Nile Red .............................................................................................................................................. 182 

IV. CALIBRATION EN SOLUTION : L’HYPOTHESE DE LA DECOMPOSITION DU NO• PAR O2 ................................................. 183 

BIBLIOGRAPHIE ............................................................................................................................................ 185 



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

1 

 

Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

 Dans un contexte où le développement de nouvelles technologies est de plus en plus pressant, la 
biologie synthétique apporte de nouvelles opportunités pour mieux comprendre les phénomènes mis 
en jeu dans la nature. La fabrication de microréacteurs biomimétiques permet l’étude de réactions 
biochimiques et biologiques dans un environnement proche de la structure cellulaire en s’affranchis-
sant de sa complexité. 

I. Microréacteurs biomimétiques 

1. Généralités sur les lipides et leurs différents assemblages 
La cellule est l’unité fondamentale de tout organisme vivant. Elle possède une structure et une 

fonction propre. Les deux principaux types de cellules sont les cellules procaryotes et les cellules 
eucaryotes. Les premières sont constituées d’une membrane plasmique contenant le cytoplasme dans 
lequel se trouve l’ADN. Ce type de cellule regroupe principalement les eubactéries et les archées et 
mesurent entre 5 et 10 µm de diamètre. Quant aux cellules eucaryotes, leur structure est plus complexe 
bien que quelques éléments structuraux soient communs. Tout comme les cellules procaryotes, les 
eucaryotes possèdent une membrane plasmique et un cytoplasme. Cependant au sein du cytoplasme 
se trouvent également un noyau entouré d’une membrane nucléaire et de nombreux organites, tels 
que les mitochondries ou encore l’appareil de Golgi. La membrane plasmique est formée par une 
bicouche phospholipidique contenant de nombreuses biomolécules dont des protéines de transport, 
assurant des échanges entre intérieur et extérieur de la cellule, des enzymes ou des glucides (glyco-
protéines, glycolipides) ayant un rôle d’agent de reconnaissance et de structuration (Figure 1). 

 

Les lipides sont des molécules amphiphiles possédant une tête polaire hydrophile (surface 
d’environ 50 Å²) et une chaîne aliphatique hydrophobe (longueur de 2-3 nm). Il existe différentes 
catégories de lipides dont les acides gras, les stérols, les mono-, di- ou triglycérides ou encore les 
phospholipides. C’est cette dernière catégorie de lipides qui composent majoritairement la membrane 
cellulaire avec le cholestérol (50 wt.%). 

 Ce sont donc les phospholipides qui sont particulièrement utilisés pour la formation de mi-
croréacteurs biomimétiques. Parmi les phospholipides, on distingue à nouveau plusieurs catégories 
incluant les sphingophospholipides et les glycérophospholipides. Les sphingophospholipides sont for-
més par la sphingosine, un résidu d’acide gras, un résidu d’acide phosphorique et un groupe hydroxyle 

Figure 1 Représentation schématique d’une membrane cellulaire et des différentes 
sous-unités la composant. 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

2 

 

ou d’acides aminés. Les glycérophospholipides ou phosphoglycérides sont formés par association de 
deux résidus d’acides gras, d’un résidu glycérol et d’un résidu phosphate (acide phosphatidique) lié à 
un acide aminé ou à un groupe hydroxyle, tels que la sérine (phosphatidylsérine), l’éthanolamine 
(phosphotidyléthanolamine), l’inositol (phosphatidylinositol) ou encore la choline (phosphatidylcho-
line) (Figure 2).  

 

Le groupement apolaire des phosphoglycérides correspond aux deux résidus d’acides gras qui 
forment la queue hydrophobe de la molécule. Le reste constitue la tête hydrophile et peut être neutre, 
cationique, anionique ou zwitérionnique. De plus, pour un lipide donné (ex. phosphatidylcholine), on 
compte plusieurs structures dépendant de la longueur de la chaîne carbonée et du nombre d’insatura-
tions. De plus, plusieurs configurations d’un même phopholipide sont possibles et dépendent de la 
rotation autour de la liaison C-C de la chaîne carbonée. Le plus souvent ces configurations sont de 
type trans (Figure 3) mais on peut également observer des configurations gauche [1].  

 

 

En solution aqueuse, ces lipides vont s’auto-assembler pour minimiser l’interaction des do-
maines hydrophobes avec l’eau. De plus, la thermodynamique confère aux lipides des propriétés 
d’auto-assemblage en fonction de la composition d’un mélange. Ainsi en variant ce mélange, diffé-
rentes phases plus ou moins complexes peuvent être observées. Les principales structures obtenues 
en solution aqueuse sont des micelles ou des bicouches lipidiques. Dans les micelles, les têtes polaires 
sont orientées vers l’extérieur et les queues aliphatiques sont isolées du milieu extérieur. Dans les 
bicouches lipidiques, les têtes correspondent à l’extérieur de la membrane et les chaînes carbonées 
forment l’intérieur de la membrane. Ce sont ces bicouches qui forment des liposomes (Figure 4). 

Figure 2 Structures des principaux phospholipides. R1 et R2 représentent les chaines d’acides gras. 

Figure 3 Structure possible de la phosphatidylcholine. 
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Les bicouches lipidiques, constituées de deux feuillets de phospholipides, forment la matrice 
des membranes biologiques. Lorsque cette bicouche est repliée et se referme sur elle-même pour for-
mer un liposome, on distingue alors le feuillet interne de la membrane et le feuillet externe. La com-
position du feuillet interne se différencie de celle du feuillet externe et les lipides d’un feuillet peuvent, 
d’une part se déplacer latéralement au sein d’un feuillet mais aussi passer de manière transversale 
dans l’autre feuillet, c’est le processus de flip-flop (Figure 5).  

 

 

Cependant, ce phénomène est assez rare (demi-temps de réaction de plusieurs jours au mini-
mum d’après Voet et al [2], ou de quelques heures d’après Kornberg et al [3]). Dans les systèmes 
biologiques, des enzymes telles que les flippases, les floppases ou les scramblases permettent le pas-
sage des phospholipides d’un feuillet à l’autre. La diffusion latérale est quant à elle beaucoup plus 
rapide. En effet, il a été établi par diverses méthodes (microscopie FRAP, spectroscopie RMN) que 
la vitesse de déplacement latéral d’un lipide au sein d’un feuillet est de l’ordre de 1 µm par seconde 
[2]. Par ailleurs, en fonction de la configuration trans ou gauche de la chaine alkyle, il existe trois 

conformations de la bicouche ou des phases : α, β et cristalline. La conformation α, composée de 
phospholipides gauche est désordonnée : l’entropie des chaines d’acides gras et la diffusion latérale 

sont élevées. Dans la conformation β les chaines sont parallèles les unes aux autres, la cohésion est 
assurée par des interactions de type Van der Waals entre les chaines hydrophobes ainsi que par des 
liaisons hydrogènes et électrostatiques au niveau des têtes polaires. Dans cette conformation, la tran-
slation intra-feuillet est faible (Figure 6). La phase cristalline correspond à un état ordonné figé dans 
lequel le mouvement des phopholipides est quasi inexistant [4], [5]. 

Figure 4 Représentation schématique de différentes structures auto-assemblées de phospholipides. 

Figure 5 Représentation schématique du déplacement latéral (a) et transversal (b) au sein d’une bicouche 
de phospholipides. 
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Au niveau cellulaire, la fluidité des lipides se révèle être nécessaire au fonctionnement de 
cette machinerie puisqu’elle permet d’absorber, de sécréter, de se protéger, d’adhérer, de communi-
quer, etc. à l’interface entre les membranes et le milieu environnant. Cependant, certains paramètres 
vont modifier cette fluidité. Une augmentation de température donne lieu à une fluidification mem-
branaire puisque les lipides possèdent une température de transition de phase (Tm) au-delà de laquelle 

ils passent d’une phase gel ordonnée (conformation β) à une phase fluide désordonnée (conformation 

α). Cette température de transition est définie comme la quantité d’énergie qu’il faut fournir au sys-
tème pour rompre la cohésion moléculaire. C’est la température à laquelle la variation d’enthalpie 

équivaut à l’entropie générée par le désordre des chaines : ∆H = Tm.∆S. Elle dépend à la fois de la 
longueur des chaînes alkyles et du nombre d’insaturations : plus les chaînes carbonées des acides-
gras sont courtes et insaturées, plus la température de transition est basse, donc plus la membrane est 
fluide à température ambiante [6]. Enfin, toute molécule s’intégrant à la membrane, telles que les 
protéines ou le cholestérol, diminuent la fluidité. Le cholestérol, présent uniquement dans les cellules 
animales, est un lipide qui s’intègre entre les chaînes des phospholipides, limitant le mouvement de 
celles-ci et conférant un caractère rigidifiant et solidifiant à la membrane.  

Face à la complexité des membranes cellulaires, des modèles de membrane artificielle ont été 
développés pour comprendre les propriétés physico-chimiques et fonctionnelles de ces membranes. 
Parmi ces modèles, les liposomes sont ceux qui miment le mieux la membrane cellulaire tout en 
s’affranchissant de sa complexité due aux protéines et glucides additionnels.  

  

Figure 6 Conformation ordonnée β (a) et désordonnée α (b) des phospholipides dans une membrane 
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2. Les vésicules unilamellaires géantes 
a. Les différents liposomes  

Les liposomes ont été formés et observés pour la première fois par microscopie électronique 
à coloration négative par Alec Bangham et al. en 1961, qui ne publia ses travaux qu’en 1965 [7]. 
Cependant, ce n’est que quelques mois plus tard que ces objets seront nommés « liposomes » par G. 
Weissmann en référence aux lysosomes sur lesquels il travaillait [8]. Très vite, ces objets ont suscité 
un grand intérêt, notamment auprès de la communauté travaillant sur les membranes supportées dites 
« Black Lipid Membrane » (BLM), qui a rapidement vu en eux le potentiel d’un nouveau système 
modèle capable de mimer la biologie. 

Les liposomes représentent le modèle cellulaire le plus simple puisqu’il ne s’agit que d’une 
(ou plusieurs) bicouche(s) de phospholipides refermée(s) sur elle(s)-même(s). La taille caractéristique 
de ces vésicules, à savoir le diamètre pour des objets sphériques, varie d’une dizaine de nanomètres 
à quelques centaines de micromètres. C’est ce critère qui a été défini comme classement. Ainsi, quatre 
catégories de liposomes sont différenciées (Figure 7) : 

- Les SUVs pour Small Unilamellar Vesicles : ces petites vésicules unilamellaires mesurent 
moins de 200 nm de diamètre. 

- Les LUVs pour Large Unilamellar Vesicles : ces vésicules unilamellaires larges ont un 
diamètre allant de 200 nm à 1 µm. 

- Les GUVs pour Giant Unilamellar Vesicles : les vésicules unilamellaires géantes peuvent 
mesurer de 1 à plus de 100 µm de diamètre. 

- En plus de ces trois grandes classes, deux autres classes intègrent les vésicules multila-
mellaires ou multivésiculaires : les MLV (pour multilamellar vesicles) et MVV (pour 
multivesicular vesicles).  
 

 

 

Outre le diamètre des vésicules, l’épaisseur de la membrane correspond à environ deux fois 
la longueur des lipides qui la compose. Des protéines peuvent être intégrées à cette membrane, en-
trainant une augmentation d’épaisseur, on parle alors de protéoliposome. En moyenne, l’épaisseur 
d’une membrane est de 3 à 4 nm et ne dépasse pas 10 nm [9].  

 

 

Figure 7 Classification des liposomes. [1] 
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b. Applications des liposomes 

Les liposomes sont aujourd’hui utilisés dans de nombreux domaines d’application pharma-
ceutiques ou en cosmétologie sur la base qu’un principe actif peut être encapsulé au sein d’un lipo-
some. En fonction de sa nature, il sera encapsulé à l’intérieur du liposome, c’est-à-dire dans la phase 
aqueuse ou dans la membrane lipidique. Dans les fluides biologiques, notamment la circulation san-
guine, ces liposomes peuvent fusionner avec une cellule ou être endocytés, libérant alors le principe 
actif [10]. Cependant, ils peuvent être rapidement éliminés par les macrophages et s’accumulent au 
niveau du foie et de la rate, en faisant de parfait candidat pour cibler ces organes en particulier [11], 
[12]. La phagocytose peut être limitée en intégrant des molécules furtives telles que des gangliosides 
[13] ou du polyéthylène glycol [14]. De plus, les liposomes sont utilisés comme vecteur en thérapie 
génique, lorsqu’ils présentent un promoteur de fusion pour une meilleure intégration cellulaire [15] 
ou une fonction sensible au pH pour qu’il y ait fusion avec le lysosyme (pH acide) et libération du 
principe actif à l’intérieur de la cellule [16]. Par ailleurs, en cosmétique, l’encapsulation d’un principe 
actif dans un liposome est proposée comme une alternative aux émulsions ou solutions alcooliques, 
évitant ainsi d’éventuels problèmes d’irritations ou facilitant le passage dans la barrière cutanée [17]. 

Cependant, le plus vaste domaine d’application des liposomes est la recherche en biochimie 
et biophysique. En effet, depuis qu’il est possible de former des liposomes à façon, ceux-ci ont suscité 
un élan d’intérêt, d’une part pour la compréhension des propriétés des membranes cellulaires et 
d’autre part, dans le domaine de l’encapsulation et de l’effet de confinement. De par leur nature, il est 
possible de modifier plusieurs paramètres physico-chimiques, tels que la composition de la membrane 
ou la température, le pH ou la force ionique. Un large spectre de paramètres est alors exploitable et 
donne accès à de nombreuses propriétés, parmi lesquelles, la fluidité ou la perméabilité. 
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3. Propriétés de perméabilité des liposomes 

a. Ordre de grandeur et perméabilité 

Dans une revue de 1986 sur la perméabilité de l’eau et des solutés ioniques [18], Deamer et 
Bramhall ont illustré à quel point une membrane phospholipidique est perméable à l’eau et en com-
paraison, très peu aux ions sodium. Ils se sont interrogés sur la façon dont l’eau et les solutés ioniques 
traversent la membrane : si l’eau traverse la membrane, un soluté ionique la traverse-t-il via le même 
chemin ? Ils ont cherché à comparer de façon relative la vitesse de passage d’une molécule d’eau ou 
de soluté ionique à travers une même membrane. Pour cela, ils se sont placés dans un système où les 
molécules d’eau ou de soluté ionique passent à travers un phospholipide. En prenant 0,7 nm² comme 
l’aire moyenne d’un phospholipide insaturé dans une membrane et en considérant un gradient de 
concentration de 1 mol/L de part et d’autre de la membrane, ils calculèrent qu’avec un coefficient de 
perméabilité de 10-3 cm.s-1, environ 4000 molécules d’eau traversent la membrane par seconde. Par 
ailleurs, en prenant un coefficient de perméabilité de 10-12 cm.s-1 pour les ions sodium, seulement un 
ion sodium passe la membrane toutes les 70 heures. Ceci illustre bien la notion de perméabilité rela-
tive de 109 entre l’eau et les ions sodium.  

b.  Généralités sur la perméabilité des membranes 

Le coefficient de perméabilité est obtenu par l’intégration de la première loi de Fick sur la 
diffusion et est défini selon : 

𝑃 =  
𝐾𝐷

𝑑
 

Où P (cm.s-1) est le coefficient de perméabilité, K est le coefficient de partition du soluté entre la 
membrane et le milieu, D (cm2.s-1) est le coefficient de diffusion du soluté et d (cm) est l’épaisseur de 
la membrane. Le coefficient de partition est la mesure relative de la solubilité du soluté entre la mem-
brane et la phase aqueuse, les deux étant considérées comme des phases isotropes pures. Ce coeffi-
cient est donné par la différence entre les potentiels standards chimiques (énergie libre) du soluté dans 
l’eau et dans la membrane. 

L’eau étant un milieu fortement diélectrique comparée à la membrane (εeau = 80, εmembrane = 
2), les membranes phospholipidiques sont considérées, comme imperméables aux espèces ioniques 
(Na+, Cl-, K+…) et aux grosses molécules polaires (sucres, acides aminés…), alors qu’elles sont légè-
rement perméables aux petites molécules polaires (éthanol, H2O, glycérol…) et perméables aux pe-
tites molécules hydrophobes (CO2, O2, N2…). La diffusion de ces dernières se fait par diffusion simple 
lorsqu’un gradient de concentration est établi de part et d’autre de la membrane. Les molécules vont 
alors diffuser de la zone la plus concentrée vers la zone la moins concentrée pour créer un équilibre.  

Cependant, un certain nombre de paramètres tels que la composition de la membrane, le pH 
ou la température modifie cette interprétation. En effet, ce sont ces mêmes paramètres qui sont pris 
en compte dans la description de la fluidité membranaire. Il est alors aisé de faire le lien entre fluidité 
et perméabilité puisque plus les lipides sont fluides, plus la membrane est dynamique, autorisant alors 
un passage plus simple de molécules au sein de la membrane. Ainsi, il est difficile d’établir des valeurs 

(1) 
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de référence concernant la perméabilité des membranes phospholipidiques vis-à-vis d’une molécule 
puisqu’un ensemble de paramètres doit être pris en compte. 

Finalement, deux modèles complémentaires sont définis. D’une part, un modèle où les molé-
cules sont solubilisées transitoirement dans la partie non polaire de la membrane, et diffusent simple-
ment d’un côté à l’autre de celle-ci. Ce modèle dépend alors fortement de la composition de la mem-
brane. Et d’autre part, un modèle de diffusion à travers des défauts transitoires créés par des fluctua-
tions thermiques [18]. Ces deux modèles impliquent des phénomènes concomitants et il est décrit, 
dans les premiers articles s’intéressant à la perméabilité des membranes, que le modèle de diffusion 
simple s’applique plus certainement aux molécules d’eau alors que le modèle des pores transitoires 
est plutôt mis en jeu dans le passage de solutés [19]. Plus récemment, des études de simulation mem-
branaire ont cherché à mettre en évidence un troisième mécanisme de défauts induits par les ions qui 
complète alors les théories présentées jusqu’alors (Figure 8) [20]. Les principaux mécanismes propo-
sés à ce jour sont décrits dans les paragraphes suivants.  

 

 

 

c. Modèle de diffusion simple 

Dans le modèle de diffusion simple, le profil du potentiel de la membrane se résume à une 
décroissance, plus ou moins brutale, entre la solution et le domaine hydrocarbure des lipides. Ainsi, 
le profil est de forme rectangulaire ou trapézoïdal au niveau de la membrane. D’un côté, les molécules 
d’eau solvatent largement les têtes polaires, puis une coupure apparaît au niveau du glycérol et des 
acides gras. Au-delà, les molécules d’eau sont présentes occasionnellement et leur mouvement dé-
pend de leur capacité à se solubiliser dans le domaine hydrocarbure. En effet, le mouvement des 
molécules d’eau est alors possible pour les molécules ayant suffisamment d’énergie pour rompre les 

a b 

c 

Figure 8 Représentation schématique des trois mécanismes de perméabilité proposés 
par Vorobyov dans [20]. (A) Mécanisme de solubilisation/diffusion. (B) Mécanisme de 
pore transitoire. (C) Mécanisme de défaut induit par un ion. 
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liaisons hydrogènes formées avec leurs voisines. Le nombre d’insaturations le long de la chaine car-
bonée et la présence ou non de cholestérol influenceront drastiquement la diffusion des molécules 
d’eau dans la membrane. Il a été montré qu’en présence de cholestérol, les molécules d’eau ont moins 
d’interactions avec les groupements carbonyles des acides gras, ces derniers ayant plus d’affinité avec 
les molécules de cholestérol, ce qui a pour effet de limiter la diffusion à travers la membrane. Une 
étude a déterminé que pour des membranes de phosphatidyléthanolamine, la présence de cholestérol 
diminue la pénétration de l’eau dans la membrane de 0,25 nm [21]. Par ailleurs, des modélisations 
moléculaires ont permis d’établir différents profils de diffusion en fonction du taux de cholestérol 
dans la membrane (Figure 9) [22]. 

 

Cependant, le profil de polarité de la membrane et la solubilité de l’eau dans le domaine hy-
drophobe ne décrit pas les mécanismes de diffusion de petits solutés ionique ou polaires. D’autres 
modèles, dont celui des pores transitoires, dépendent d’un certain nombre de phénomènes thermody-
namiques et sont décrits dans les paragraphes suivants. 

 

d. Aspects thermodynamiques – Potentiels diélectriques 

Dans la théorie des pores transitoires, on s’interroge sur les mécanismes permettant à un ion 
de traverser une membrane et notamment aux énergies mises en jeu pour faire passer un ion d’un 
milieu fortement diélectrique (eau) vers un milieu faiblement diélectrique (chaine carbonée). La dif-
férence de potentiels électriques transmembranaire a donc un impact direct sur la vitesse du flux 
d’ions. 

Certaines études sur la perméabilité des ions reportent que les anions diffusent plus vite que 
les cations [18], [19], [23]–[25]. Par exemple, il est mis en évidence que les cations monovalents 
comme le sodium et le potassium sont peu perméables alors que les ions chlorure sont trois fois plus 
perméables et l’ion hydroxyde est huit fois plus perméable [18]. 

Figure 9 Profiles de diffusion de molécules d’eau dans des bicouches de DPPC (Dipalmitoylphospha-
tidylcholine) contenant différentes concentrations en cholestérol. [22] 
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C’est en 1969 que Parsegian et al. ont relié pour la première fois la perméabilité ionique à 
l’énergie de Born. L’énergie de Born est l’énergie d’un ion dans un environnement diélectrique donné 
[26]. La différence d’énergie de Born est calculée pour la première fois à 40 kcal.mol-1 (170 kJ.mol-

1) pour le transport d’un ion monovalent à travers une couche de lipides. Une telle énergie n’a jamais 
été constatée dans un milieu physiologique, signifiant alors que le passage d’ions à travers les mem-
branes physiologiques n’est possible qu’en présence de canaux protéiques ou de pompes. Par ailleurs, 
l’énergie de Born peut être réduite par addition de porteurs ionophores (l’ion se positionne au niveau 
d’un site polarisable) ou par la formation de pores. Il est reporté qu’un pore de 0,5 nm réduit la diffé-
rence d’énergie de Born à 6,7 kcal.mol-1 (contre 40 kcal.mol-1). 

Dix ans plus tard, Dilger et al. ont mesuré les conductances de bicouches membranaires planes 
avec deux solvants de constantes diélectriques éloignées [27]. Ils ont alors mis en place un test simple 
pour prouver que l’énergie de Born contrôle la conductance ionique, en étudiant la diffusion des 
anions thiocyanate et perchlorate dans des membranes de phosphatidylcholine. Les calculs ont mis en 
évidence que la constante diélectrique de la membrane joue un rôle dans la perméabilité de la mem-
brane aux ions, ce qui pourrait expliquer pourquoi les membranes des mitochondries sont des mem-
branes biologiques assez perméables. En effet, la présence d’une grande quantité de protéines inté-
grées à la membrane entrainerait une augmentation de la constante diélectrique, rendant alors la mem-
brane des mitochondries plus perméables que la membrane plasmique cellulaire.  

Une étude sur les halogènes a mis en évidence que la diffusion de ceux-ci est dû à un méca-
nisme de solubilisation/diffusion plutôt qu’à la formation de pores transitoires car la vitesse de diffu-
sion des ions est liée à la fois à l’épaisseur de la membrane et à la taille de l’ion, ce qui n’est pas le 
cas s’il y a formation de pores [24]. Il est décrit que l’anion bromure diffuse six fois plus vite que le 
chlorure pour une même épaisseur de bicouche. Les ions iodures, eux, traversent trois à quatre fois 
plus vite que le bromure. Le coefficient de perméabilité des halogènes est compris entre 10-9 et 10-7 
cm.s-1. Une étude plus récente caractérise la diffusion d’anions dans une membrane hybride par élec-
trochimie [28]. Elle met en évidence que le mécanisme de solubilisation/diffusion est certainement 
plus probable dans le cas des anions chlorures (Cl-), bromures (Br-), iodures (I-), dihydrogénophos-
phates (H2PO4

-), perchlorates (ClO4
-) et hexafluorophosphates (PF6

-). 

D’autres études ont mesuré des flux de sodium et de chlorure à travers différentes composi-
tions de membranes et mettent en évidence que la diffusion des ions chlorure est cinq fois plus rapides 
que celles des ions sodium (à pH 5,5) [29]. Les auteurs font l’hypothèse que les ions chlorure s’asso-
cient de manière covalente avec les protons au niveau de l’interface lipide/eau, ce qui, d’après eux, 
permettrait d’augmenter la cinétique de diffusion des ions Cl- par rapport aux ions Na+.  

Par ailleurs, une attention particulière a été faite quant à la diffusion des protons et du couple 
proton/hydroxyde issu de la dissociation d’une molécule d’eau en fonction du pH, puisque ceux-ci 
montrent une perméabilité bien plus élevée que tout autre ion [18][30]. Une étude a montré que les 
protons diffusent huit fois plus rapidement que les ions sodium ou potassium pour un même type de 
liposomes (SUV) et donne des coefficients de perméabilités à 10-4 cm.s-1 pour les protons contre 10-

12 cm.s-1 pour les ions sodium ou potassium [18]. Cependant, des anomalies dépendantes du pH ont 
été constatées en ce qui concerne la diffusion des protons et des ions hydroxydes. En particulier, en 
dehors de la gamme de pH neutre, la perméabilité varie drastiquement et se rapproche de celle des 
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cations monovalents métalliques (sodium et potassium). La perméabilité n’est donc assurément pas 
une propriété intrinsèque à la membrane. La perméation des protons et des ions hydroxyde semble 
dépendre plus de la conductance des ions et notamment, il existerait un passage conducteur spécifique 
des ions H+/HO-. Deux types de mécanismes sont présentés, avec tout d’abord l’idée que certains 
groupements d’un lipide soient hydrolysés ou oxydés, entrainant une conductance élevée. Et par ail-
leurs, cette différence de perméabilité entre protons et autres ions monovalents serait due à la capacité 
des protons à se déplacer à travers des liaisons hydrogènes, créant une « chaine » qui assure le passage 
des protons au sein de la membrane. Si une « chaine » de ce type existe, alors un flux de protons se 
crée de part et d’autre de la membrane entrainant la formation d’un gradient de pH. D’un côté de la 
membrane, le milieu est acide et de l’autre alcalin. D’après les auteurs, du côté alcalin, un ion hy-
droxyde pourrait se combiner avec un proton de cette chaine conduisant à la diminution du gradient 
de pH. Une rencontre d’un proton et d’un ion hydroxyde au centre de la membrane est aussi envisa-
geable.  

Flewelling et Hubbell ont étudié la thermodynamique de transfert des ions hydrophobes à 
travers une membrane phospholipidique. Ils ont établi un modèle de potentiel complet de membrane 
dans lequel ils ont pris en compte plusieurs termes dans l’expression de l’énergie libre F [23] : 

𝐹 = 𝐸𝐵𝑜𝑟𝑛 + 𝐸𝑖𝑚𝑎𝑔𝑒 + 𝐸𝑑𝑖𝑝𝑜𝑙𝑒 + 𝐸𝑛𝑒𝑢𝑡𝑟𝑒 

L’énergie libre F est la somme de l’énergie de Born, de l’énergie « image », de l’énergie dipolaire et 
de l’énergie neutre. Ces différents termes sont explicités brièvement ici : 

L’énergie de Born correspond à l’énergie de transfert (énergie électrostatique) d’un ion de charge q 

et de rayon r d’un milieu de constante diélectrique 𝜖2 vers un milieu de constante diélectrique 𝜖1 

(Figure 10) et est donnée par : 

𝐸𝐵𝑜𝑟𝑛 =  [
1

4𝜋𝜖0
]

𝑞2

2𝑟
(

1

𝜖1
−

1

𝜖2
) 

 

L’énergie « image » correspond aux interactions électrostatiques entre l’ion et l’interface. De par la 

faible épaisseur de la membrane (d ≃ 40 Å), cette interaction reste importante quand l’ion est dans 
l’environnement de la membrane. Le terme « image » renvoie au principe d’action-réaction pour une 
force électrostatique s’exerçant à l’interface entre un ion et la membrane [31]. Les auteurs donnent 

une expression combinée de l’énergie de Born et de l’énergie « image » où q est la charge de l’ion se 

Figure 10 Modèle de bicouche lipidique simple. 

Une fine section de constante diélectrique 𝜖1 
et d’épaisseur d est entourée de deux 
couches semi-infinies (aqueuses) de cons-
tante diélectrique 𝜖2. Un ion de charge q 
est localisé à une distance 𝑥 de l’interface. 

(2) 

(3) 
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trouvant dans la membrane d’épaisseur 𝑑 et de constante diélectrique 𝜖1à une distance 𝑥 de l’interface 
diélectrique (Figure 10) :  

𝐸𝐵𝑜𝑟𝑛−𝑖𝑚𝑎𝑔𝑒(𝑥) = [
1

4𝜋𝜖0
]

𝑞2

2𝜖1𝑟
[1 −

𝑟

2𝑥
− 1,2 (

𝑟

𝑑
) (

𝑥

𝑑
)

2

] 

Cette expression n’est valable que dans l’approximation où : 

𝑟 ≲ 4 Å ;  𝑑 ≃ 40 Å ;  𝑟 ≲ 𝑥 ≲ 𝑑/2 

En effet, cette expression serait dénuée de sens pour des distances plus faibles que la taille de 
l’ion car l’énergie de Born-image ne peut pas être négative. La valeur minimale de l’énergie de Born-
image est donc fixée à zéro.  

L’énergie dipolaire est la conséquence des forces intermoléculaires présentes à l’interface entre deux 
phases mobiles en contact. Dans le cas d’une monocouche homogène d’acides gras à une interface 
air/eau, le modèle du simple condensateur s’applique et le potentiel dipolaire (V) s’exprime selon : 

∆𝑉𝑑𝑖𝑝𝑜𝑙𝑒 ≃ 38 
𝑛𝑢

𝜖
  

𝑛 représente la densité de surface de la couche (Å-2) 

𝑢 représente le moment dipolaire, normal à l’interface (Debye = C.m) 

𝜖 est la constante diélectrique (C.V-1.m-1) 

Cette expression est une première approximation de la contribution dipolaire du potentiel de surface 
mais il faut maintenant considérer les interactions entre groupements polaires et l’interface. En effet, 
les trois sources possibles de la création d’un potentiel dipolaire sont les molécules d’eau de surface, 
les têtes polaires des lipides (chargées ou zwittérioniques) et les chaines carbonées des lipides, no-
tamment les groupements ester qui relient les acides gras au groupement glycérol. De manière globale, 
c’est l’organisation des molécules à l’interface lipide/eau qui conduisent à la formation du potentiel 
dipolaire.  

L’énergie neutre est décrite comme l’énergie de transfert d’un ion du milieu aqueux vers la membrane 
en ne prenant pas en compte les contributions électriques et électrostatiques. Elle prend notamment 
en compte l’énergie hydrophobe et les facteurs stériques. Elle s’exprime selon : 

𝐸𝑛𝑒𝑢𝑡𝑟𝑒 =  
𝐸𝑛𝑒𝑢𝑡𝑟𝑒

0

1 + 10𝑦𝑛
 

Avec :  
- 𝐸𝑛𝑒𝑢𝑡𝑟𝑒

0  = constante correspondant à l’énergie neutre dans la membrane pour une molécule 
neutre, c’est-à-dire à l’énergie libre de transfert sans tenir compte des contributions élec-
triques et électrostatiques ; l’ordre de grandeur est compris entre - 4 et - 8 kcal.mol-1 (- 17 à 
- 33 kJ.mol-1) 

- 𝑦𝑛 = −
1

𝑟
× 2(𝑡𝐶 − 𝑧)  

- 𝑟 correspond au rayon de l’ion 

- 𝑧 correspond à la distance de l’ion par rapport au centre de la membrane 

- 𝑡𝐶  correspond à la demi-épaisseur efficace de la membrane et s’exprime selon  𝑡𝐶 = 𝑡 +  
ℎ

4
 

(4) 

(5) 

(6) 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

13 

 

- ℎ correspond approximativement à l’épaisseur de la tête polaire du lipide 
- 𝑡 correspond approximativement à la longueur de la chaine hydrocarbure du lipide 

  

 

Finalement, les études sur les potentiels dipolaires tendent à justifier la différence entre diffu-
sion cationique et anionique aux interfaces et seraient pour majeure partie responsable de la perméa-
bilité. Cependant, d’autres études montrent que l’énergie de Born ne suffit pas à expliquer à elle seule 
les phénomènes de perméabilité et les flux d’ions observés seraient alors liés à des défauts membra-
naires causés par des effets de température.  

 

e. Effets de température 

En plus des effets énergétiques de type coulombiens (énergie de Born), d’autres paramètres 
ont une influence sur la perméabilité, notamment la température [32] et la longueur des chaînes car-
bonées, donc la composition de la membrane. Ces paramètres influencent les forces de cohésion au 
sein de la membrane et donc les cinétiques de diffusion des ions. 

Bien qu’il n’y ait pas d’accord général sur le mécanisme moléculaire de perméation des ions, 
des variations sont reportées en fonction des ions étudiés. L’ion sodium a particulièrement été étudié. 
Les premières études de Papahadjopoulos datent de 1973 et tendent à démontrer que la perméabilité 
maximale est obtenue à la température de transition de phase (TC) du lipide étudié (ex. la phospha-
tidylcholine) [32]. Plus tard, d’autres études ont montré des profils de perméabilité similaires pour 
l’étude de la diffusion de molécules en fonction de la température [33]–[35]. Dans chaque cas, une 
nette augmentation de la perméabilité est observée au-delà de TC. Différentes hypothèses ont alors 
émergé, avec en premier lieu, celle qui associe température et fluidité. En effet, au-delà de la tempé-
rature de transition, les lipides changent de conformation et passent d’une phase gel à une phase fluide. 

Tableau 1 Résumé des paramètres pris en compte dans le modèle de potentiel total, valeurs attendues 
et significations de ces paramètres. [23] 
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A la température de transition, les deux conformations coexistent et des domaines de phases se for-
ment, on parle alors de « séparation de phase latérale » [36], [37]. Les zones interfaciales entre ces 
domaines de phases sont décrites comme des régions instables conduisant à une diminution d’énergie 
d’activation pour la perméation d’un ion (Figure 11) [18], [38]. D’autres études ont montré que cette 
théorie était en accord avec les premiers résultats de Papahadjopoulos sur la diffusion des ions sodium 
[32], [39], [40]. Cependant, plusieurs éléments sont en désaccord avec cette théorie, notamment le 
fait qu’il n’y a pas de preuve physique claire quant à l’existence de séparation de phase latérale pour 
de petites vésicules unilamellaires composées d’un seul lipide. Par ailleurs, en considérant que ces 
défauts sont responsables d’une augmentation de la perméabilité, cette tendance devrait s’appliquer 
pour tout type de molécules, or aucun maximum de perméabilité n’a été observée pour les molécules 
d’eau à TC [33]. 

 

Bien que les résultats montrent une augmentation de la perméabilité avec la température, 
l’origine physique de ce phénomène n’est pas encore établie. D’autres hypothèses tendent à démontrer 
que cet effet de température serait dû à l’assemblage des lipides et à leur capacité à se compresser 
latéralement [41]–[44]. En effet, plus la distance entre deux lipides est élevée, plus la compressibilité 
latérale est grande, permettant ainsi une meilleure pénétration des ions au niveau des têtes polaires 
jusque dans le cœur hydrophobe de la membrane. Cette théorie considère que la diffusion au travers 
du domaine hydrophobe n’est pas le paramètre limitant à la perméabilité mais plutôt la fréquence de 
pénétration d’un ion dans la membrane. Cette fréquence est maximale autour de TC puisque les lipides 
se fluidifient. Cependant, à nouveau, cette explication n’est pas pleinement satisfaisante puisque des 
différences sont observées en fonction des molécules étudiées. La perméabilité de plusieurs sondes 
colorées chargées a été testée et comparée avec celles d’ions dans des conditions où la probabilité de 
pénétration était la même et il est reporté que les sondes colorées, bien que plus larges en taille que 
les ions, diffusent plus rapidement que ces derniers, et ce, même à une température bien en dessous 
de TC [45]. Ces observations remettent donc en cause l’hypothèse que le mouvement des têtes polaires 
et la fréquence de pénétration des ions dans la bicouche soient les paramètres déterminants pour ex-
pliquer le phénomène de perméabilité. 

Une autre hypothèse a été proposée par Träuble pour de petites molécules de soluté neutre 
[46]. Des fluctuations thermiques entrainent le mouvement des chaines hydrocarbures. Une molécule 
peut alors être piégée entre deux chaines et les mouvements oscillants entrainent le déplacement de 

Figure 11 Modélisation des domaines de phases pouvant exister 
au sein d’une membrane de lipide proche de la température de 
transition. Le rouge représente les lipides en phase gel, le bleu 
représente les lipides en phase fluide et le mélange bleu clair et 
rose représente une interface dans laquelle les deux phases 
coexistent. [38] 
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la molécule le long du lipide, lui permettant ainsi de diffuser à travers la membrane. Ces « espaces » 
entre lipides sont des pores statistiques générés par une isomérisation rotationnelle le long de la chaine 
carbonée (Figure 12) [47]. Träuble explique que ces trous se forment à partir d’une chaine carbonée 
droite dont les liaisons C-C sont en conformation trans. Le mouvement rotationnel d’une double liai-
son d’un angle de 120° conduit à la formation d’une configuration gauche. L’enchaînement d’une 
rotation de +120° puis de -120° sur la liaison suivante crée cet espace entre deux lipides. Le mouve-
ment de ce trou le long de la chaine dépend donc du changement de conformation des liaisons C-C 
de la chaine. L’énergie nécessaire pour ce déplacement est donnée à 4,8 kcal.mol-1 et doit être fournie 
sous forme thermique. Finalement, ces « trous » se déplacent et permettent le transport de molécules 
de part et d’autre de la membrane mais ne peuvent pas être, de fait, considérés comme des pores. Dans 
la théorie développée par Träuble, le mécanisme de transport est décrit tel qu’un complexe se forme 
entre le soluté et un espace vide au niveau de la surface polaire de la membrane, puis les changements 
de conformation le long de la chaine entrainent le déplacement de la molécule de soluté. Les com-
plexes « trou-soluté » dépendent de constantes de formation et de dissociation de chaque côté de la 
membrane. Ces constantes sont déterminées par le coefficient de partition du soluté entre la phase 
aqueuse et le domaine hydrocarbure, ainsi que par la barrière de potentiel à l’interface membrane/so-
lution. Enfin, il est mentionné que ce modèle s’applique uniquement aux molécules dont la taille ne 
peut pas être plus large que celle du volume d’une unité monomère CH2.  

   

 L’augmentation de perméabilité à la température de transition TC n’est pas directement expli-
citée par Träuble mais il est aisé de faire le lien entre sa théorie et l’augmentation de la fluidité avec 
la température. Les transitions rotationnelles des chaines dont il parle seront effectivement plus fré-
quentes dans une membrane déstabilisée par résonnance entre deux conformations, sachant que le 
temps de relaxation et l’amplitude des oscillations seront plus importants autour de TC [44]. Cepen-
dant, la théorie de Träuble ne s’applique pas dans le cas d’un trop grand degré de désordre, c’est-à-
dire à une température trop élevée par rapport à TC. 

 Finalement, cette théorie repose sur un mécanisme concerté où les molécules d’eau peuvent 
servir de porteur à d’autres molécules. Selon Deamer et Bramhall, cette théorie fournit une explication 
mécanistique raisonnable quant à la pénétration lente des ions dans les bicouches composées de 
longues chaines carbonées [18]. En effet, ici la diffusion est réglée par une séquence coordonnée 
d’évènements qui sera d’autant plus complexe que la chaine est longue. Par ailleurs, la présence d’in-
saturations inhibera alors complétement ce phénomène d’oscillations puisqu’elles n’autorisent pas la 
rotation libre le long de l’axe de la double liaison C-C. La progression de l’oscillation le long de la 
chaine sera alors stoppée en cas d’insaturation. Par exemple, une membrane formée de lipides insa-
turés DOPC (1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine) est très peu perméable tandis que son ana-
logue saturé DSPC (1,2-Distearoyl-sn-glycero-3-phosphocholine) offre une meilleure diffusion, mal-
gré la meilleure mobilité intrinsèque des chaines de DOPC [48].  

Figure 12 Molécules de phosphatidyl-
choline organisées en bicouche. (a) Les 
fluctuations thermiques génèrent des 
zones de volume libre entre les chaines 
hydrocarbures. (b) Des molécules d’eau 
ou autres peuvent être transportées par 
ces pores. [46] 
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 De plus, de Gier et al. ont proposé que la pénétration d’un soluté dans une membrane à l’équi-
libre, qui contient des molécules d’eau, conduit à une différence de potentiel chimique et entraine un 
flux de molécules d’eau au sein de la membrane. Ce flux d’eau, généré pour que la membrane revienne 
à l’équilibre, entrainerait un gonflement de celle-ci, et formerait ainsi une voie à travers la membrane 
[49].  

Ces théories ont récemment été reprises par les études de Disalvo et al. dans lesquelles ils 
mettent en évidence le rôle de l’eau dans les phénomènes de perméabilité des membranes par diffu-
sion de rayons X aux petits angles (SAXS), calorimétrie à balayage différentiel (DSC), résonnance 
paramagnétique d’électrons (RPE), résonnance magnétique nucléaire (RMN) ou encore spectroscopie 
infrarouge à transformée de Fourier (FTIR) [50]. Ils concluent que la formation de trous de quelques 
nanomètres de diamètre, occupés par des molécules d’eau peuvent expliquer la perméabilité d’une 
membrane lipidique pour des molécules polaires. Ils ont mis en évidence que la dynamique et la 
structure des liaisons hydrogène entre les molécules dans la membrane étaient drastiquement diffé-
rentes de celles connues dans le volume. La conformation des liaisons hydrogène conduit à différents 
états d’énergie libre favorisant plus ou moins la perméabilité des membranes. 

 

En conclusion, la perméabilité des membranes lipidiques repose sur plusieurs aspects ther-
modynamiques (énergie de Born) et cinétiques (coefficient de partage) complexes qui se combinent 
à la présence de toute une gamme de défauts. Il est donc difficile d’établir a priori le comportement 
d’une membrane puisqu’elle sera plus ou moins perméable aux espèces en fonction de la nature des 
lipides qui la composent et donc de son épaisseur, de la température, du pH, ainsi que de la nature et 
de la polarité des espèces. Ces paramètres doivent donc être maitrisés le plus possible dans le but 
d’utiliser un liposome géant comme microréacteur biomimétique. 

 

Par ailleurs, les vésicules unilamellaires géantes ne sont pas les seules vésicules à pouvoir 
servir de microréacteur biomimétique. En effet, avec l’idée de pouvoir développer une cellule artifi-
cielle, de nombreuses idées ont émergé en parallèle du développement des liposomes. 
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4. Autres microréacteurs biomimétiques 

En 1957, quand Thomas M. S. Chang, alors seulement étudiant de licence, inventa la première 
cellule artificielle, avec l’idée qu’une « cellule artificielle n’est pas une entité physique à part entière » 
mais plus une « idée impliquant la préparation de structures artificielles de dimensions cellulaires 
pour le remplacement ou le complément de fonctions cellulaires déficientes » (Chang, 1972), il était 
alors pionnier dans le développement de toute une série de systèmes à caractère biomimétique. Quatre 
de ces principaux systèmes seront brièvement présentés ici : les polymersomes, les vésicules multi-
compartiments, les microgels et les capsules. 

a. Polymersomes 

Tout comme les liposomes, les polymersomes se forment par auto-assemblage de molécules 
amphiphiles. Les phospholipides sont alors remplacés par des copolymères diblocs (ou triblocs) dont 
un (ou deux) des blocs est (sont) hydrophile(s) et l’autre est hydrophobe. Une des différences souvent 
reportée dans la littérature entre liposomes et polymersomes, en dehors de la nature de la membrane, 
est son épaisseur.  

 

En effet, il est possible de jouer sur la longueur des chaines de polymères au cours de la 
synthèse et donc de contrôler l’épaisseur de la membrane. Ainsi, la masse molaire des polymères 
utilisés est 10 à 100 fois plus élevée que celle des lipides [51]. Ce paramètre induit donc des modifi-
cations de propriétés de membrane faisant souvent des polymersomes, des vésicules plus solides que 
les liposomes [52]. La perméabilité est également fortement liée aux polymères utilisés (présence de 
charges) et à leurs longueurs.  

Les polymersomes ont initialement été développés à des fins thérapeutiques (libération con-
trôlée de principe actif, thérapie génique) pour s’affranchir du manque de tenue mécanique des lipo-
somes, notamment à cause du cisaillement imposé par le flux sanguin [51]. Dans l’optique de cette 
application, en plus de leur robustesse, ces vésicules doivent être furtives pour atteindre l’organe cible 
sans être détruites par les cellules immunitaires (macrophages). Le greffage de groupement polyéthy-
lène glycol (PEG) permet d’augmenter la solubilité de certaines molécules dans un milieu aqueux, 
d’augmenter leur poids moléculaire, d’augmenter leurs temps de vie dans la circulation sanguine et 

Figure 13 Comparaison relative des épaisseurs d’une bicouche de phospholipides 
(a) et d’une bicouche de copolymères diblocs (b). 
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présente l’avantage d’être biocompatible. Enfin, le principe actif doit pouvoir être libéré à façon, via 
des stimuli chimiques (pH) ou physiques (champ magnétique ou électrique, lumière) [51], [53]. 

Aujourd’hui, de nombreuses études se portent sur le développement de ces stimuli mais éga-
lement sur la miniaturisation des polymersomes. L’application thérapeutique ne pourra en effet être 
achevée que quand ces systèmes seront réduits à l’échelle du nanomètre (5 à 100 nm) pour permettre 
leur circulation dans le système sanguin. L’enjeu ultime de ces systèmes est de pouvoir limiter la prise 
de médicaments à une fois par jour grâce à l’encapsulation de différents principes actifs dans diffé-
rents compartiments (mimant les organelles), eux-mêmes encapsulés dans un seul polymersome (mi-
mant la cellule). De nombreux articles traitent de ces polymersomes qui cherchent à mimer à la fois 
la fonction et la structure d’une cellule, on parle de « Polymersomes in Polymersome » (PiP) [54], 
[55]. 

b. Vésicules multi-compartiments 

D’autres réacteurs biomimétiques ont par ailleurs été développés dans l’idée de ne pas res-
treindre ce réacteur à un seul compartiment et ouvrir alors le champ des possibles. Des réactions 
enzymatiques multi-étapes ont ainsi été étudiées dans des vésicules multi-compartiments dites DIB 
(Droplets Interface Bilayer). Notamment, la réaction en cascade mettant en jeu la lactase, la glucose 
oxydase et la peroxydase a été étudiée par Elani et al. dans des vésicules double- ou triple-comparti-
ments [56] (Figure 14). 

 

Dans cette étude, les réactifs sont encapsulés chacun dans un compartiment et les propriétés 

de perméabilité des membranes, où l’insertion de pores α-hémolysine (Figure 15) permettent le pas-
sage des produits d’un compartiment à l’autre (Figure 16 b-d). La taille des pores formés par le ton-
neau β complet de l’α-hémolysine est donnée à environ 1,5 nm de diamètre, permettant le passage de 
petites molécules (inférieures à 2000 g.mol-1) comme le glucose (1 nm). La réaction étudiée comporte 
trois étapes : la première étape correspond à la transformation du lactose en glucose par la lactase 
(réaction 1), puis ce glucose est oxydé en peroxyde d’hydrogène et gluconolactone par la glucose 
oxydase (réaction 2) et enfin le peroxyde d’hydrogène oxyde l’Amplex Red en resorufine en présence 

Figure 14 (a) Formation de vésicules 
multi-compartiments par transfert 
de gouttes à une interface eau/huile 
saturée en lipides. (b) Observation 
en transmission et fluorescence 
d’une vésicule double-comparti-
ment. [56] 

 

a 

b 
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de peroxydase (réaction 3) (Figure 16 a). La resorufine est une espèce fluorescente facilement obser-
vable par microscopie de fluorescence, comme nous le verrons dans nos propres études, et permet 
donc de visualiser la réussite de la réaction en cascade. 

    

Trois expériences ont été menées. La première consiste a formé une vésicule double-compar-
timents. Dans le premier compartiment sont encapsulés le glucose et la glucose oxydase. Le peroxyde 
d’hydrogène est alors produit dans ce premier compartiment et diffuse dans le second compartiment 
contenant l’Amplex Red et la peroxydase, produisant le produit fluorescent, la resorufine (Figure 16 
b). La seconde expérience consiste à nouveau à réaliser l’enchaînement des réactions 2 et 3 mais cette 

fois, des pores (α-hémolysine) sont présents dans la membrane d’un des compartiments. Le glucose 
est présent dans le milieu extérieur et diffuse dans le premier compartiment via les pores (Figure 16 
c). Enfin, une vésicule triple-compartiments est utilisée dans la dernière expérience pour réaliser les 
trois réactions en cascade dans chacun des trois compartiments. La réaction 1 qui transforme le lactose 

en glucose a lieu dans un compartiment équipé de pores α-hémolysine, permettant au glucose de 
passer dans le second compartiment. Le glucose est alors converti en gluconolactone et peroxyde 
d’hydrogène.  Ce dernier diffuse alors à travers la membrane vers le troisième compartiment où il 
oxyde l’Amplex Red en resorufine en présence de peroxydase (Figure 16 d).  

 

Cependant, les différents passages d’un compartiment à l’autre peuvent se faire dans les deux 
sens, induisant une perte de réactifs au cours du temps mais compensée par la production enzyma-
tique. Par ailleurs, une diminution du signal de fluorescence a été observée au cours du temps pour 
trois raisons : d’une part, à cause du phénomène de photoblanchiment qui conduit à la destruction 

Figure 15 Structure cristallographique de 
l’α-hémolysine. Au centre de la structure, 
un tonneau β complet forme un pore dans 
la membrane. 

Figure 16 Séquences de réactions enzymatiques en cascade dans des vésicules multi-compartiments. (a) Etapes du 
mécanisme. (b-d) Schémas et images en fluorescence et transmission des vésicules multi-compartiments. [56]  

 

a 

b c d 
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irréversible de la capacité de la molécule à revenir dans le cycle de fluorescence en cas d’exposition 
prolongée à la lumière ; ensuite, la resorufine étant capable de passer les membranes lipidiques, elle 
va diffuser soit dans un autre compartiment, soit vers le milieu extérieur ; enfin, les auteurs évoquent 
la possibilité d’une suroxydation par H2O2 de la resorufine conduisant à la formation de la resazurine, 
peu fluorescente (rendement quantique de 0,11 contre 0,41 pour la resorufine en solution aqueuse à 
pH 10 [57]). D’autres hypothèses font référence à une éventuelle dimérisation de la resorufine entrai-
nant une extinction totale de la fluorescence [58]. 

Cette technique présente donc l’avantage de pouvoir séparer les différentes étapes d’une ré-
action multi-étapes sans avoir à travailler de façon séquentielle, cela ouvre la possibilité de réactions 
plus complexes telles que des synthèses organiques multi-étapes. Cependant, la séparation entre com-
partiments repose notamment sur les propriétés de perméabilité des membranes autorisant ou non le 

passage d’un compartiment à un autre. L’ajout de pores α-hémolysine dans chacune des membranes 
induirait une communication entre chacun des compartiments pour des molécules inférieures à 1,5 
nm. Le système perdrait alors son intérêt principal qu’est la séparation entre compartiments. Ainsi, 
l’utilisation de ce microréacteur se limite seulement à certaines molécules. 

La formation de ce type de microréacteurs multi-compartiments a été optimisée pour gagner 
en monodispersité et en reproductibilité. Deng et al. ont récemment, et pour la première fois, mis au 
point une technique de microfluidique utilisant le phénomène de démouillage, couramment employé 
dans la préparation des polymersomes, pour former ces microréacteurs multi-compartiments [59]. Ils 
ont formé des liposomes unilamellaires monodisperses comptant entre un et quatre compartiments 

(Figure 17). Ils ont également intégré des nanopores à la membrane, grâce à l’α-hémolysine (décrite 
précédemment) et à la melittine (pores de 1 à 3 nm ou 3,5 à 4,5 nm) pour démontrer l’unilamellarité 
de leurs systèmes. L’encapsulation de calcéine (623 g.mol-1) dans un compartiment d’un liposome 

double-compartiment et de rhodamine B dextran isothiocyanate (70 000 g.mol-1) et de pores α-hémo-
lysine dans le second compartiment, a permis de mettre en évidence que la membrane interne entre 
deux compartiments est bien une bicouche (Figure 18). Ce paramètre classe donc ces systèmes comme 
utilisables pour l’étude de la communication entre deux cellules biomimétiques. 

  
 

Figure 17 Liposomes multi-compartiments monodisperses. 
(a) Représentation schématique de la formation d’un lipo-
some triple-compartiment par auto-assemblage assisté 
par des tensio-actifs (phénomène de démouillage). (b) For-
mation de liposomes triple-compartiments par voie micro-
fluidique. (c) Images confocales de liposomes avec deux, 
trois ou quatre compartiments ainsi que leurs différentes 
conformations. [59] 

Figure 18 Représentation schématique et images confo-
cales de l’insertion de pores α-hémolysine dans un des 
compartiments d’un liposome double. Observation de 
molécules fluorescentes (calcéine et rhodamine B dex-
tran isothiocyanate (RITC-Dextran)). La calcéine est suf-
fisamment petite pour passer par les pores tandis que 
la RITC-Dextran reste confinée. [59] 

a 

b 

c 
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c. Capsules microgels 

En 2008, De Geest et al. ont été les premiers à mettre au point un système présentant non 
seulement une structure proche de celle d’une cellule, avec des compartiments pouvant être associés 
à des organelles, mais également un « cytosquelette » robuste pouvant résister mécaniquement et chi-
miquement aux attaques environnementales [60], [61]. Ces systèmes sont destinés à une application 
thérapeutique dans le but d’être implantés pour une libération temporellement contrôlée de cellules 
productrices d’insuline ou de cellules souches, ou encore pour la libération lente d’antigènes et d’un 
vaccin, permettant ainsi de limiter les multiples injections souvent nécessaires pour obtenir une ré-
ponse immunitaire [55]. 

Ces systèmes sont formés par une capsule (diamètre supérieur à 100 µm) possédant un cœur 
gel réticulé et une écorce polymère semi-perméable. A l’intérieur se trouvent des microcapsules me-
surant environ 3 µm de diamètre, composées d’un cœur gel réticulé sensible à l’eau, et d’une écorce 
polymère semi-perméable (Figure 19). Dans les deux cas, l’écorce est obtenue par un dépôt couche 
par couche (Layer by Layer ou LbL) à partir de l’alternance de polymères chargés positivement (poly-
L-arginine) et de polymères chargés négativement (sulfate de dextran). 

 

En milieu aqueux, les points de réticulation du microgel à l’intérieur des microcapsules sont 
hydrolysés, entrainant le gonflement du gel et la rupture de la capsule. Lorsque le contenu des micro-
capsules est libéré, la pression osmotique augmente à l’intérieur de la capsule principale. Le gel gonfle 
alors pour équilibrer la pression osmotique et ce gonflement conduit à la rupture de la capsule. Le 
contenu est donc alors libéré dans le milieu extérieur. Il est décrit que le temps de dégradation peut 
être ajusté en fonction du taux de réticulation du gel au départ. 

Par ailleurs, ce modèle de capsule multi-compartiments a été repris dans le but d’étudier une 
réaction enzymatique produisant du méthanol à partir de dioxyde de carbone mettant en jeu trois 
déshydrogénases (formiate, formaldéhyde et alcool déshydrogénases) [61]. Les trois enzymes sont 
encapsulées de manière indépendante dans les microcapsules. La conversion du CO2 est obtenue en 
mélangeant une solution de NADH (Nicotinamide adénine dinucléotide) avec une solution contenant 
les capsules, sous flux de CO2 pendant 8h à 5 hPa (5 mbars). La réaction enzymatique commence par 
une réduction du dioxyde de carbone (+IV) en ion formiate (HCO2

- ; +II), catalysée par la formiate 
déshydrogénase. L’ion formiate est ensuite réduit en formaldéhyde (CH2O ; 0) par la formaldéhyde 
déshydrogénase et enfin la réduction du formaldéhyde en méthanol (CH3OH ; -I) via l’alcool déshy-
drogénase. Le NADH est ici le donneur d’électrons dans chacune des trois réactions successives. 

Figure 19 Représentation schématique d’une 
capsule (> 100 µm) chargée avec un gel et des 
microcapsules (3 µm). Les points de réticulation 
sont marqués par de petits cercles [60]. 
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Avec ce microréacteur, Jiang et al. ont mis en évidence que la production enzymatique est nettement 
améliorée quand les trois enzymes sont isolées les unes des autres (3 fois plus de méthanol produit 
qu’en solution où les trois enzymes sont libres). En effet, les différentes interactions possibles entre 
les enzymes, les réactifs ou les intermédiaires réactionnels sont limités, améliorant ainsi les activités 
enzymatiques dans chacune des étapes. 

 

Finalement, il existe une multitude de systèmes pouvant être associés à des microréacteurs 
biomimétiques, voire des cellules artificielles. Les polymersomes présentent l’avantage de pouvoir 
mimer les compartiments d’une cellule avec le développement de la technologie « Polymersomes In 
Polymersome » (PiP), mais les études de réactions enzymatiques dans de tels systèmes sont encore 
limitées par un contrôle précis du déclenchement de la réaction. Les vésicules lipidiques multi-com-
partiments présentent l’avantage de pouvoir séparer les différentes étapes d’une réaction multi-étapes 
sans avoir à travailler de façon séquentielle, bien que le contrôle de la diffusion entre compartiments 
puisse parfois limiter l’utilisation de ces systèmes. Les capsules microgels sont structurellement par-
lant, plus proches d’une cellule que les vésicules multi-compartiments, puisqu’elles possèdent, 
comme pour les PiP, des petits compartiments dispersés dans un plus grand compartiment. Cepen-
dant, les capsules microgels s’éloignent drastiquement des cellules de par leur composition chimique, 
limitant la comparaison avec des vraies productions enzymatiques réalisées in vivo. 

Les vésicules unilamellaires géantes sont des systèmes attractifs pour l’étude des réactions 
enzymatiques puisque leur taille est comparable à celle des cellules eucaryotes mais aussi parce que 
leur composition lipidique peut être modulée pour en faire des systèmes chimiquement proches des 
cellules. Ce système modèle nous servira de base pour l’étude de deux réactions enzymatiques, en 
parallèle d’un travail réalisé sur le système PiPs par nos collaborateurs (projet ANR NOSynthCell) : 
la première concernera la conversion oxydante du glucose par la glucose oxydase, suivie de la for-
mation d’une molécule fluorescente grâce à la catalyse de l’Amplex Red par la peroxydase ; la se-
conde mettra en jeu une enzyme de la famille des NO-synthases, seules sources de monoxyde d’azote 
chez les mammifères.  
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II. Réactivités enzymatiques au sein de microréacteurs biomimétiques 

 La réaction enzymatique mettant en jeu l’Amplex Red (AR) et la peroxydase de raifort (HRP) 
est très largement utilisée pour sonder le peroxyde d’hydrogène (H2O2) qui est le produit final des 
oxydases, en particulier de la glucose oxydase (GOX). La conversion du glucose par la GOX est une 
réaction modèle des biocapteurs et donc des microréacteurs biomimétiques, nous la mettrons aussi en 
œuvre avant de s’intéresser à des réactions plus complexes mises en jeu par les NO-synthases. 

1. La glucose oxydase et la peroxydase de raifort : mécanismes réactionnels 
et cinétiques  

Des protocoles détaillés pour l’emploi des réactions enzymatiques mettant en jeu le glucose 
et la GOX, ou l’AR et la HRP, sont donnés dans la littérature, y compris ceux des kits de détection 
prêts à l’emploi. Cependant, les résultats de ces réactions nécessitent d’être interprétés avec une 
grande précaution car la formation de produits secondaires et des inhibitions de la réaction peuvent 
avoir lieu [62], [63]. Le mécanisme général de la réaction en cascade est représenté sur la figure ci-
dessous (Figure 20) :  

 

Figure 20 Mécanisme général de la réaction enzymatique en cascade mettant en jeu d’une part, le glucose et la glucose oxy-
dase, et d’autre part, l’Amplex Red et la peroxydase de raifort (HRP). 

 

a. Le protocole basé sur la glucose oxydase pour la détection du glucose 

La glucose oxydase (GOX) a été découverte en 1928 par D. Müller [64]. Quelques paramètres 
physicochimiques de l’enzyme ont par la suite été établis : la masse molaire de la GOX est donnée 
entre 150 et 160 kDa [65] pour un diamètre de 8 nm environ [65], [66] ; cette enzyme est stable pour 
un pH compris entre 2 et 8 avec un maximum de stabilité à pH 5 [67], [68]. La glucose oxydase se 
compose de deux sous-unités identiques d’environ 80 kDa (structure homodimérique), portant cha-
cune un cofacteur flavine adénine dinucléotide (FAD) [69] lié de manière non covalente et jouant le 
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rôle de donneur d’électrons dans la réaction catalytique [70] . Aujourd’hui, la principale application 
liée à l’utilisation de cette enzyme concerne les biocapteurs sensibles au glucose (diabètes).  

 

i. Mécanisme réactionnel 

La glucose oxydase d’Aspergillus niger transforme le D-glucose en D-δ-gluconolactone et 
peroxyde d’hydrogène selon un mécanisme en deux étapes, dit mécanisme ping pong Bi Bi [71]. Dans 
ce type de mécanisme, un produit est relargué avant que tous les substrats ne soient fixés et le passage 
par des états intermédiaires impliquant la formation de complexes [Enzyme-Substrat] et [Enzyme-
Produit] est observé ([ES] et [EP]) [72] (Figure 21).  

 

La fixation du glucose à la GOX forme rapidement un complexe [ES] provoquant l’expulsion 
d’une molécule d’eau et d’un proton du site actif, suivi d’un transfert concerté d’électrons et de pro-
tons du groupement C1-hydroxyle du glucose vers le groupement His516 de la GOX, en passant par 
le FAD. Cette première demi-réaction correspond à une réduction du FAD et conduit à la formation 
du δ-gluconolactone (Figure 22) [72]. Si le pH est supérieur à 8, la gluconolactone peut être hydroly-
sée en acide gluconique et les cinétiques de réaction seront alors modifiées [73][74]. 

 

La seconde demi-réaction est une étape oxydante dont le mécanisme dépend fortement du 
substrat. Ici, c’est le mécanisme mettant en jeu l’oxygène moléculaire comme substrat qui sera décrit. 
Une étude basée sur un marquage radioactif a mis en évidence que c’est bien l’oxygène moléculaire 
et non l’eau qui agit comme substrat à cette étape [73]. Dans le cas du substrat oxygène, deux trans-
ferts distincts d’un seul électron se produisent et la forme réduite de FAD (FADred ou FADH2) est 
oxydée par O2, entrainant la libération du peroxyde d’hydrogène H2O2 et un retour à la forme FAD 
de départ. L’étape cinétiquement déterminante du mécanisme correspond au transfert du premier élec-
tron, au cours de laquelle un complexe [E(FADH2, H2O)] est oxydé en [E(FADH•, O2

• -)]. Le FAD est 
alors sous forme semi-quinone (FADsq). Le complexe obtenu est décrit comme relativement stable 

Figure 21 Mécanisme ping pong Bi Bi. E = enzyme, 
Sn = substrat, Pn = produit, les crochets symbolisent 
la formation d’un complexe enzyme-substrat ou 
enzyme-produit. [72] 

Figure 22 Schéma de la demi-réaction de réduction de la glucose oxydase entrainant la production du δ-gluconolactone (pH 
5 ; His = His516). Lors de cette étape l’enzyme et le substrat sont compléxés. [72] 
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[70], [75], [76]. Le second transfert d’électron conduit à la formation du complexe [E(FAD, H2O)] et 
à la libération d’H2O2 (Figure 23) [72]. 

 

 

ii. Cinétique enzymatique 

La cinétique à l’état stationnaire de l’oxydation du glucose par la glucose oxydase obéit au 
mécanisme ping pong Bi Bi décrit par la Figure 21 et s’exprime selon : 

[𝐺𝑂𝑋]0

𝑣0
 =  

1

𝑉1
+  

𝐾𝐹𝐴𝐷

𝑉1
 

1

[𝐹𝐴𝐷]
+  

𝐾𝐹𝐴𝐷 𝑟𝑒𝑑

𝑉1
 

1

[𝐹𝐴𝐷𝑟𝑒𝑑]
 

[𝐺𝑂𝑋]0 représente la concentration initiale en enzyme (mol.L-1), 𝐾𝐹𝐴𝐷  et 𝐾𝐹𝐴𝐷 𝑟𝑒𝑑 sont les constantes 

de Michaelis des formes oxydée et réduite de l’enzyme respectivement (mol.L-1), et 𝑉1 est la constante 
catalytique (s-1). 

La constante catalytique 𝑉1 s’exprime selon (voir Figure 21 pour la numérotation des constantes) : 

𝑉1 =
𝑘2𝑘4

𝑘2 + 𝑘4
 

et : 

𝑉1

𝐾𝐹𝐴𝐷
= 𝑘1 (

𝑘−2

𝑘−1 + 𝑘−2
) 

𝑉1

𝐾𝐹𝐴𝐷 𝑟𝑒𝑑
= 𝑘3 (

𝑘−4

𝑘−3 + 𝑘−4
) 

 

Dans le cas où les substrats sont le glucose et l’oxygène, les transferts d’électrons et de protons 
sont considérés comme irréversibles d’où : 

𝑘−1 ≈ 𝑘−2 ≈ 𝑘−3 ≈ 𝑘−4 ≈ 0 

Ainsi [70], [71] : 

𝑉1

𝐾𝐹𝐴𝐷
= 𝑘1 

𝑉1

𝐾𝐹𝐴𝐷 𝑟𝑒𝑑
= 𝑘3 

 

Figure 23 Schéma de la demi-réaction d’oxydation de la glucose oxydase générant la formation de peroxyde 
d’hydrogène. Lors de cette étape l’enzyme et le substrat sont compléxés. [72] 
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Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

26 

 

 L’étape cinétiquement déterminante du mécanisme réactionnel de la glucose oxydase est le 
premier transfert d’électrons ayant lieu lors de l’étape d’oxydation. Ce transfert conduit à la formation 
d’un complexe relativement stable [E(FADH• , O2

• -)] [70], [75], [76]. La demi-réaction d’oxydation 
comprend deux transferts d’électrons (Figure 23) dont les constantes de vitesse ont été établis à  
k4’ = 1,4.104 M-1.s-1 et k4’’ = 1.109 M-1.s-1 à pH < 6,9 [74]. Lorsque le pH est supérieur au pKa de 
l’histidine les constantes de vitesse sont modifiées mais seule la constante du premier transfert d’élec-
tron est aujourd’hui reportée (k4’ = 3,5 104 M-1.s-1) [77]. 

 La réaction de conversion du glucose en peroxyde d’hydrogène catalysée par la glucose oxy-
dase est largement utilisée et différents substrats tels que l’oxygène ou des quinones sont reportés. Le 
mécanisme réactionnel comprend deux demi-étapes, la première est une réduction de la coenzyme 
flavine adenine dinucléotide (FAD), libérant la gluconolactone puis, la forme réduite de FAD 
(FADred) est oxydée, conduisant à la production du peroxyde d’hydrogène.  

Bien que de nombreux substrats de la glucose oxydase aient été identifiés, le D-glucose est le 
meilleur en termes de production catalytique. Par ailleurs, de nombreux médiateurs redox peuvent 
être utilisés, notamment dans l’application de biocapteurs au glucose utilisant la glucose oxydase. 

 

b. Le test Amplex Red pour la détection du peroxyde d’hydrogène 

Bien que largement utilisé en routine, le test « Amplex Red » pour la détection du peroxyde 
d’hydrogène (ou du glucose lorsqu’il est couplé au test glucose/glucose oxydase), nécessite de pren-
dre un certain nombre de précautions quant à l’interprétation des résultats qu’il fournit. En effet, la 
complexité du mécanisme réactionnel oblige les utilisateurs de ce test à maitriser parfaitement les 
paramètres influençant le résultat de ce test, à savoir, la production de l’espèce fluorescente resorufine 
[62]. 

i. Mécanisme réactionnel 

La peroxydase de raifort ou horseradish peroxidase (HRP) est une enzyme monomérique, 
d’environ 44 kDa, issue de racines d’Armoracia rusticana  et comptabilisant au moins sept isoenzymes 
d’activités similaires [78]. De nombreux articles traitent notamment de l’isoenzyme C, mais ce n’est 
qu’à partir de la fin des années 90 que la HRP a pu être cristallisée et que les intermédiaires réaction-
nels ont pu être identifiés avec une bonne résolution [63]. 

La HRP permet la catalyse de l’oxydation de différents substrats dont l’Amplex Red (10-
acetyl-3,7-dihydroxyphenoxazine). La catalyse est activée en présence de peroxyde d’hydrogène, par 
une oxydation rapide à deux électrons (k = 9.106 L.mol-1.s-1) du fer hémique de la HRP, FeIII à l’état 
initial, vers un complexe oxoferryl FeIVO avec un radical cation délocalisé sur la porphyrine, aussi 
nommé radical cation porphyrine et noté FeIVO• + (Compound 1) (Figure 24). L’Amplex Red fournit 
ensuite, un électron et un proton, réduisant le Compound 1 en Compound 2, FeIVOH+, puis, le transfert 
d’un second électron et d’un second proton permet le retour à l’état initial FeIII (Figure 24). Cela 
conduit alors à une dernière étape, dont le mécanisme est indépendant de l’enzyme, à savoir ; à une 
réaction de dismutation entre deux radicaux Amplex Red entrainant la libération stœchiométrique 
d’une molécule de resorufine et d’une molécule d’Amplex Red [63] (Figure 25). 
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Figure 24 Mécanisme général de l’oxydation de l’Amplex Red par H2O2, catalysée par la peroxydase et conduisant à la forma-
tion des deux radicaux Amplex Red. 

 

 
Figure 25 Mécanisme détaillé de la réaction de dismutation entre deux radicaux Amplex Red conduisant à la formation d’une 
molécule de resorufine et à la régénération d’une molécule d’Amplex Red 

Ce mécanisme a été mis en évidence grâce à l’analyse des différents états d’oxydation du Fer 
hémique de la HRP par la caractérisation de la bande de Soret en spectroscopie UV [79] puis, ulté-
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rieurement, des autres bandes caractéristiques des structures hémiques telles que les bandes de trans-

ferts de charge, α et β [80]. Cependant, l’analyse quantitative du peroxyde d’hydrogène via cette 
réaction n’est pas aussi simple qu’il n’y paraît. 

 

ii. Réactions secondaires et analyse quantitative 

La détection du peroxyde d’hydrogène est d’un intérêt biologique majeur puisqu’il est impli-
qué dans de nombreux processus biologiques tels que la modulation-signalisation redox ou le stress 
oxydant. La détection et la quantification de cette espèce réactive de l’oxygène est donc nécessaire. 
Le test Amplex Red est sensible et a priori simple à mettre en œuvre puisqu’il est basé sur une analyse 
en fluorescence. Cependant, plusieurs phénomènes venant perturber l’analyse des résultats ont été 
mis en évidence [62], [58]. 

Tout d’abord, le substrat Amplex Red est photosensible et peut être oxydé soit par la lumière, 
soit par des ions métalliques non spécifiques [63], [58]. Gorris et al. ont montré que l’ajout d’EDTA 
ne permettait pas de limiter ce problème [63]. Par ailleurs, la solubilité de l’Amplex Red en milieu 
aqueux est également à prendre en compte, sa limite de solubilité étant de 300 µM à pH 7,4 [58]. Il 
est aussi reporté que la stabilité de l’Amplex Red diminue fortement à pH > 8,3 [62].  

Gorris et al. se sont intéressés à l’effet de confinement sur cette réaction enzymatique par une 
étude en micropuits (50 µL) de molécule unique. Il en résulte une diminution des vitesses de réaction 
de presque dix fois en milieu confiné par rapport à la réaction en solution dans des conditions usuelles. 
Selon eux, ce mécanisme ne dépend pas d’une cinétique de type Michaelis Menten à cause de la 
dernière étape. En effet, la réaction de dismutation ayant lieu en fin de mécanisme est une réaction 
indépendante de l’enzyme et suit donc une autre cinétique. 

Ensuite, Towne et al. ont étudié l’influence du pH sur la cinétique et sur l’intensité de la 
fluorescence en fin de réaction [62]. Les trois phénomènes décrits sont l’inhibition du substrat, l’inac-
tivation de l’enzyme et une transformation du produit fluorescent en un produit moins, voire non 
fluorescent. Le pH et la concentration en tampon sont deux éléments qui influencent drastiquement 
l’intensité de fluorescence obtenue. D’une part, parce que la forme protonée de la resorufine est très 
peu fluorescente, ainsi la fluorescence augmente à partir de pH 6,2 et se stabilise à pH 7,7 (Figure 
26). En fonction du solvant utilisé, le pKa de la resorufine est compris entre 5,5 et 6,5 [62], [81].  

Par ailleurs, une fois formée, la resorufine peut également être un substrat de la peroxydase, 
pouvant entrainer une diminution de la fluorescence. Une étude a montré qu’un suivi quantitatif de la 
concentration en peroxyde d’hydrogène est possible en suivant la décroissance de la fluorescence 
[82].  

L’inhibition du substrat et la désactivation de l’enzyme HRP peuvent se produire quand la 
concentration en peroxyde d’hydrogène est élevée (> 100 µM). En effet, la forte affinité de ce dernier 
pour le site catalytique de la HRP a été évaluée à Km = 1,55 µM en présence d’Amplex Red comme 
substrat [83]. Quand la concentration en peroxyde d’hydrogène est supérieure à quatre fois la valeur 
de Km (environ 6 µM), le site catalytique est saturé et cela entraine une inhibition, voire une désacti-
vation de la HRP [84], [85]. 
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Enfin, une diminution spontanée de la fluorescence dépendant de la concentration du tampon 
et de la concentration en resorufine a été observée. Une transformation de la resorufine en un produit 
moins fluorescent est évoquée pour expliquer ce changement de fluorescence. Une réaction de dé-N-
acétylation (perte du groupement -OCH3OH sur le N de la molécule) et de polymérisation conduirait 
à une modification du pKa apparent sans pour autant influencer l’asymptote observée à pH > 7,5 
(Figure 27). La seconde hypothèse évoquée serait une oxydation spontanée de la resorufine en re-
sazurine moins fluorescente [62], [58]. Finalement, en fonction du temps d’incubation et si les me-
sures de fluorescence ne sont effectuées qu’en mesure simple à la fin du temps d’incubation, la valeur 
d’intensité obtenue sera plus élevée pour un temps d’incubation plus court (Figure 27). 

 

Un mécanisme particulier avec une première étape oxydante (deux oxydations successives) 
catalysée par la peroxydase, suivie d’une réaction de dismutation indépendante de l’enzyme entraîne 
une certaine complexité dans l’analyse cinétique de cette réaction. Par ailleurs, des phénomènes liés 
à des changements d’intensité de fluorescence tels que l’inhibition du substrat, l’inactivation de l’en-
zyme ou la réactivité du produit de la réaction, oblige à prendre des précautions quant à l’analyse de 
résultats quantitatifs. 

  

 

Figure 26 Détermination du pKa de la resorufine par 
spectroscopie de fluorescence. Les tampons utilisés 
sont : acétate de sodium (pH 4,0), phosphate de so-
dium (pH 4,5 - 7,5), Tris-HCl (pH 8,0), Tris/bicarbonate 
de sodium (pH 8,5 – 9,0), bicarbonate de sodium (pH 
9,5) et diéthanolamine (pH 9,5 – 11,0). La fluores-
cence est enregistrée à t = 0 (cercles pleins) et à t = 60 
min (cercles vides). D’après [62]. 

Figure 27 Suivi de la diminution spontanée de la fluorescence de solutions de resorufine en fonction de la concentration en 
tampon (phosphates) (a) ou de la concentration en resorufine (b). D’après [62]. 

a b 
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2. Le monoxyde d’azote et les NO-Synthases 

a. Rôles du monoxyde d’azote  

Le premier rôle physiologique du monoxyde d’azote (NO•) a été mis en évidence au cours des 
décennies 1970-80, en particulier par l’équipe de F. Murad, en tant que médiateur de la signalisation 
cellulaire au cours de la vasodilatation. En effet, le caractère hydrophobe de NO• lui permet aisément 
une diffusion au travers de membranes biologiques [86]. Le prix Nobel de Médecine 1998 a été dé-
cerné aux travaux de R. I. Furchgott, L. J. Ignarro et F. Murad sur le rôle du NO• dans les systèmes 
cardiovasculaires [87].  

On sait maintenant que le monoxyde d’azote intervient dans de nombreux processus physio-
logiques. Ses effets peuvent s’avérer antagonistes : de façon positive, NO• est impliqué dans des phé-
nomènes de vasodilatation [88]–[90] et de neurotransmission [91]. Quant aux effets délétères, une 
trop grande quantité de NO• entraîne des effets cytotoxiques [92] et de stress oxydant [88] pouvant 
conduire au développement de maladies neurodégénératives [88], [90] ou de cancers [88], [93]. Les 
différentes conséquences de la présence du NO• au sein de l’organisme ainsi que ses modes d’action 
sont résumés ici en fonction des tissus touchés (Tableau 2). 

Localisation Mode d’action Effet physiologique Ref 

Endothélium 
vasculaire 

Interaction avec la guanylate cy-
clase et activation de la protéine ki-
nase G 

 

Inhibition des capsases 3 et 8 
 

Régulation des flux de Ca2+ par ni-
trosation de diverses protéines 

Vasodilatation - Régulation 
de la pression artérielle 
 
 

Propriétés anti-apoptotiques 
 

Homéostasie vasculaire 
 

[92] 
 
 

[94] 
 

[95] 

Endothélium 
cardiaque 

Régulation des flux de Ca2+ par ni-
trosation de diverses protéines 

Homéostasie cardiaque [95] 

Muscle 
Cardiaque 

Régulation des flux de Ca2+ par inhi-
bition des canaux ioniques 

Contraction du myocarde [89] 

Muscles lisses 
Interaction avec la guanylate cy-
clase et activation de la protéine ki-
nase G 

Vasodilatation [88]–[90] 

Muscles 
squelettiques 

Interaction avec la guanylate cy-
clase et activation de la protéine ki-
nase G 

Contraction musculaire [96] 

Neurones 
Interaction avec la guanylate cy-
clase et activation de la protéine ki-
nase G 

Neurotransmission et plasti-
cité synaptique 

[91] 

Bactéries Blocage de la respiration cellulaire Stress oxydant [88] 

Macrophage 
Inhibition des organismes patho-
gènes 

Réponse immunitaire [97]–[99] 

Tableau 2 Effets physiologiques du monoxyde d’azote en fonction de sa localisation et de sa voie de signalisation. 
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Cependant, certains des phénomènes néfastes à l’organisme attribués à NO• ne sont en fait 
pas directement dû à celui-ci. Le NO• peut réagir très rapidement avec l’anion superoxyde O2

• - (k = 
2-13 109 L.mol-1s-1) pour former l’anion peroxynitrite (ONOO-) [100]. Ces trois composés sont des 
espèces réactives de l’oxygène et de l’azote (RNOS), connues pour leur rôle dans les phénomènes de 
stress oxydant et nitrosant. Le peroxynitrite, en particulier, est responsable de lésions tissulaires et de 
l’inactivation de certaines protéines par nitration ou nitrosation de certains résidus d’acides aminés 
(tyrosine, cystéine) [88]. Par ailleurs, une surconcentration de NO• au niveau neuronal conduit à une 
importante libération de glutamate et à un effet neurotoxique [90]. Si cette surconcentration est cou-
plée à une diminution du flux sanguin et des apports en nutriments dans le cerveau, c’est la mort 
neuronale. Les RNOS sont souvent des espèces très réactives et de nombreuses combinaisons entre 
ces molécules conduisent à une chimie redox complexe (Figure 28) [101]. 

 

Le monoxyde d’azote présente donc un large spectre d’activités physiologiques qui sont tantôt 
essentiels, tantôt néfastes à l’organisme. Parmi toutes les voies de signalisation du NO•, il reste encore 
un certain nombre de processus à élucider et cette molécule suscite encore aujourd’hui un grand inté-
rêt. Au-delà du NO• lui-même, l’unique source, chez les mammifères, de cette petite molécule radi-
calaire, l’enzyme NO-Synthase (NOS), est également au centre de nombreuses recherches.  

 

b. Structure des NO-Synthases 

Les NO-Synthases ont aujourd’hui été identifiées chez différents mammifères [102]–[104] 
mais des activités NOS existent également chez des espèces non mammifères vertébrés [105] ou in-
vertébrés [106], des champignons [107], des bactéries [108], ou les mitochondries [109]. Il existe 
chez les mammifères trois isoformes de NOS séquencées et clonées : l’endothéliale, la neuronale et 
l’inductible. Ces isoformes diffèrent de par leur séquence, leurs fonctions et leurs localisations au sein 
de l’organisme (types cellulaires) mais possèdent cependant une structure commune. Les NOS endo-
théliale et neuronale sont exprimées de façon constitutive, c’est-à-dire que leur activité ne dépend pas 
d’une biogénèse suite à une stimulation extérieure. La NOS inductible n’est exprimée que de façon 
transitoire en réponse à certains stimuli. Cependant cette différenciation entre NOS constitutives et 
inductible ne semble pas si évidente pour l’ensemble de la communauté scientifique [97], [110]. Les 
principales caractéristiques des trois NOS de mammifère sont reprises dans le Tableau 3 ci-dessous. 

 

Figure 28 Exemples de combinaisons possibles entre différentes espèces réactives et l’oxygène et de l’azote (RNOS). [101] 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

32 

 

 eNOS nNOS iNOS 

Masse molaire 131 kDa 161 kDa 133 kDa 

Localisation principale Endothélium 
Neurone 

Muscle squelettique 
Macrophage 
Muscle lisse 

Expression Constitutive Constitutive Inductible 

Régulation de l’activité Ca2+ dépendante Ca2+ dépendante Ca2+ indépendante 

Stabilité dimère  
[111] 

iNOS < nNOS < eNOS 

Vitesse de transfert d’électron  
[112]–[114] 

eNOS < iNOS < nNOS 

Efficacité catalytique 
(min-1 par dimère)  

[115], [116] 
28 256 390 

Tableau 3 Caractéristiques des trois isoformes de NOS de mammifère. [117] 

Pour que l’enzyme soit active, elle doit être sous forme d’homodimère (Figure 29 a et b), 
c’est-à-dire qu’il faut que deux unités enzymatiques s’apparient, ce qui est rendu possible par la té-
trahydrobioptérine (BH4) [118]. Les NO-synthases possèdent deux domaines fonctionnels, le domaine 
oxygénase (N-terminal) et le domaine réductase (C-terminal) reliés par un peptide où se fixe la pro-
téine calmoduline (Figure 29 b et c). La calmoduline permet l’activation de la protéine en présence 
de calcium [119], [120], [121].  

Le domaine réductase est le siège du transfert d’électron. Il contient le co-substrat nicotina-
mide diphosphate réduit (NADPH) qui fournit les électrons. Ceux-ci sont ensuite transférés à la fla-
vine adénine dinucléotide (FAD) puis à la flavine mononucléotide (FMN). Le mouvement du FMN 
lui permet d’être réduit par le FAD. Le FMN transfert ensuite cet électron au domaine oxygénase 
grâce à la calmoduline qui lui permet de changer de conformation [119], [122]. L’amplitude de dé-
placement du FMN dans le domaine réductase contrôle la vitesse du transfert d’électrons [122]. Glo-
balement, le transfert électronique au sein du domaine réductase, puis vers le domaine oxygénase, est 
l’étape cinétiquement déterminante du mécanisme [123]. La production de monoxyde d’azote se fait 
par oxydation du substrat L-arginine via un mécanisme en deux étapes qui sera détaillé dans le para-
graphe suivant.  

Le domaine oxygénase contient le site catalytique consistant en un fer hémique (Figure 30), 
ainsi que les sites de fixation pour l’hème et le cofacteur BH4 [97]. Le site de fixation du substrat se 
situe dans l’environnement distal de l’hème qui est conservé pour les trois isoformes de la NOS, en 
dehors d’un résidu qui diffère pour eNOS [124]. La fixation du cofacteur BH4 est stabilisée par des 
liaisons hydrogènes et par interaction π-π avec des résidus aromatiques [119], [125]. Le cofacteur 
BH4 est indispensable à l’activité de l’enzyme car c’est lui qui permet la formation et la stabilisation 
de la structure homodimérique [126], [127]. La présence d’un atome de zinc entre les deux mono-
mères assure également la stabilité de l’homodimère bien que sa présence ne soit pas indispensable. 
Cependant cet atome est nécessaire pour un bon repliement de la protéine [128].  
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a  

 
 

b

 
 

c  

 
 

Figure 29 (a) Structure cristallisée de l’homodimère du domaine oxygénase d’iNOS. (b) Représentation schématique du trans-
fert d’électrons du domaine réductase (bleu) d’un monomère vers le domaine oxygénase (rouge) du second monomère, 
d’après Stuehr et al. [129] (c) Représentation schématique de la structure des trois isoformes de NOS de mammifères. 

 

 

 Les informations structurales décrites ont en partie été obtenues lorsque les domaines oxygé-
nase et réductase ont été cristallisés. Cependant, l’enzyme entière n’a jamais pu être cristallisée à ce 
jour et une incertitude persiste quant à l’orientation de chacun des monomères dans la structure ho-
modimérique, notamment au sujet d’une interaction entre les domaines réductases de chaque mono-
mère [129], [130]. En plus, d’un doute sur la structure, la communauté scientifique ne s’accorde pas 

Figure 30 Formule chimique de l’hème des 
NO-synthases avec liaison au résidu cystéine 
assurant la fixation de  l’hème au domaine 
oxygénase.  
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complétement sur les mécanismes réactionnels des NO-synthases qui seront discutés dans le para-
graphe qui suit. 

c. Controverse autour des mécanismes réactionnels des NO-Synthases 

L’oxydation du substrat L-arginine par les NO-synthases implique un mécanisme en deux 

étapes : la première étape correspond à l’hydroxylation de l’arginine en Nω-hydroxyarginine, elle-
même oxydée en L-citrulline et monoxyde d’azote dans la seconde étape (Figure 31). 

 
Figure 31 Mécanisme en deux étapes de la conversion oxydante de la L-arginine en L-citrulline et monoxyde d’azote catalysée 
par les NO-Synthases 

 

i. Etape 1 : hydroxylation de l’arginine 

Les NO-synthases, tout comme les cytochromes P450, possèdent un fer hémique lié à un 
groupement thiol et leur mécanisme réactionnel a naturellement été associé à celui des P450 [131]. 
Ces deux types de protéines catalysent l’oxydation à deux électrons d’un substrat faisant intervenir le 
donneur NADPH [132]. Pour que la catalyse soit possible, le cofacteur BH4 doit être à l’interface 
entre les deux monomères de NOS, il joue alors un rôle structural [126], [127].  

A l’état initial, le Fe hémique est au degré d’oxydation +III et il existe un équilibre entre les 
formes bas spin (BS, spin 1/2) et haut spin (HS, spin 5/2) issus de l’éclatement du champ cristallin 
octaédrique des orbitales 3d du Fe (Figure 32). Dans la forme bas spin, le remplissage des orbitales 
ne respectent pas la règle de Hund et les électrons s’apparient dans les orbitales t2g. Dans ce cas, 
l’énergie d’appariement des électrons dans une même orbitale est plus faible que l’énergie d’éclate-

ment du champ cristallin ∆0. De manière générale, dans le cas d’un octaèdre régulier, les orbitales t2g 
qui correspondent aux orbitales dxy, dyz et dxz sont stabilisées car elles pointent entre les ligands. 
D’autre part, les orbitales eg, c’est-à-dire les orbitales dx2-y2 et dz2, sont orientées vers les ligands, elles 
sont déstabilisées par répulsion électrostatique entre les électrons de l’orbitale et le ligand. L’énergie 
des orbitales t2g est donc plus faible que celle des orbitales eg. 

En présence du cofacteur BH4, il y a formation de l’homodimère, stabilisé par un réseau de 
liaisons hydrogène. La poche de l’hème se referme, créant un environnement peu polaire : il y a départ 
de la molécule d’eau, laissant alors un FeIII pentacoordonné (cinq ligands seulement). Le départ d’un 
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ligand entraine une diminution de la répulsion électrostatique entre orbitales eg et ligands, l’énergie 
du champ cristallin diminue et la forme HS est privilégiée car moins énergétique. Il y a levée de 
dégénérescence des niveaux, et le remplissage des orbitales suit la règle de Hund. Toutes les orbitales 
3d sont occupées par un électron (Figure 32 b). Le déplacement de cet équilibre BS/HS dépend de 
l’isoforme de NOS considéré et est privilégiée pour iNOS [133]. 

 

 

Lorsque l’enzyme est dans la forme HS, la catalyse devient possible et il y a réduction du FeIII 
en FeII par apport d’un électron fourni par le NADPH via le domaine réductase. Une molécule d’oxy-
gène O2 se fixe alors au FeII, formant ainsi le complexe FeIIO2 [134] ou son équivalent FeIIIO2

• 
[119][135]. Ce complexe est très peu stable et risquerait de s’auto-oxyder sans le transfert rapide d’un 
électron conduisant à la formation du complexe peroxo FeIII-OO- [136]–[139]. Cet électron est fourni 
par le cofacteur BH4 qui joue maintenant un rôle redox [140]. Cette dualité quant au double rôle 
structural et redox du BH4 a longtemps fait débat mais est aujourd’hui démontré [110], [133], [139].  

La suite du mécanisme est toujours sujet à discussion car aucun des intermédiaires réaction-
nels n’a pu être identifié à ce jour. Deux réactions de protonation successives interviendraient avec 
tout d’abord la formation du complexe hydroperoxo FeIIIOOH puis de l’intermédiaire ferrique dihy-
droperoxo FeIIIOOH2

+ conduisant finalement à la formation du complexe oxoferryl FeIVO par rupture 
homolytique de la liaison O-O [127], [141]. Enfin, le substrat arginine serait oxydé, comme pour les 

P450, par le FeIVO, entrainant la formation de l’intermédiaire Nω-hydroxyarginine (NOHA) et la ré-
génération du FeIII initial (Figure 33). 

 

a b 

Figure 33 Modèle proposé pour le mécanisme réactionnel 
d’hydroxylation de l’arginine par les NO-Synthases. 

Figure 32 Représentation de l’éclatement de l’orbitale 3d du FeIII selon la théorie du champ cristallin pour un 
octaèdre régulier. (a) Cas d’un champ fort, bas spin. (b) Cas d’un champ faible, haut spin. 
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Les deux réactions de protonation intervenant en fin de mécanisme font l’objet d’hypothèses 
quant à l’origine de ces protons. En effet, aucun résidu d’acide aminé donneur de proton n’est présent 
dans l’environnement de l’hème. Une première hypothèse évoque que ces protons pourraient venir 
du cofacteur BH4, cependant à cette étape du mécanisme, il est sous la forme BH4

+ • et il est donc peu 
probable qu’il soit la source de protons [142] ; bien qu’il soit par ailleurs évoqué la possibilité d’un 
cation BH5

+ [141]. La seconde hypothèse serait que les protons sont fournis par les groupements gua-
nidinium de l’arginine qui pointent vers l’hème [143]. Enfin la troisième hypothèse fait état d’un 
transfert de protons du complexe hydroperoxo FeIIIOOH au complexe oxoferrryl FeIVO grâce aux 
molécules d’eau situées dans l’environnement distal de l’hème [141], [144]. 

La régénération du cofacteur BH4 se fait par transfert d’un électron fournit par le NADPH et 
stocké transitoirement sur le FMN• [134], [145]. 

ii. Etape 2 : oxydation du NΩ-hydroxyarginine (NOHA) 

Dans la seconde étape, le NOHA est oxydé en L-citrulline entrainant la libération du NO•. Le 
début du mécanisme est similaire à celui décrit pour la première étape : le FeIII est réduit en FeII suite 
au transfert d’un électron fourni par le NADPH du domaine réductase vers le domaine oxygénase. 
Une molécule d’oxygène est ensuite fixée formant le complexe FeIIO2 (ou FeIIIO2

•). La suite du mé-
canisme reste encore bien incertaine mais des modèles de transferts d’électrons et de protons ont pu 
être proposés.  

D’une part, le cofacteur BH4 peut donner un électron pour former le complexe ferrique peroxo 
FeIIIOO-, de manière analogue au mécanisme de la première étape [127], [141]. L’apport d’un proton 
permet la formation du complexe FeIIIOOH. Ensuite, le NOHA est décrit comme potentiel donneur 
d’électron. Il réagirait avec le complexe FeIIIOOH pour former un intermédiaire tétraédrique dont le 
réarrangement permettrait la formation d’un complexe FeIINO, réoxydé ensuite par le radical BH4

• + 
en FeIIINO et conduisant à la production de citrulline et de monoxyde d’azote [127], [141] (Figure 
34). On parle de recombinaison géminée [132], [146], [147]. Le FeIII initial serait alors régénéré [110], 
[119]. L’oxydation du complexe FeIINO en FeIIINO qui permet la régénération du cofacteur BH4 est 
une étape essentielle pour éviter la formation d’anion nitroxyle NO- au lieu de NO• en fin de méca-
nisme. 

 
Figure 34 Modèle proposé pour l’oxydation du NOHA par les NO-synthases. 

Aujourd’hui, les deux seuls intermédiaires ayant été identifiés dans la seconde étape du mé-
canisme sont les complexes FeIIO2 et FeIIINO. Tous les autres intermédiaires proposés sont toujours 
discutés et il existe d’autres mécanismes basés sur des calculs de modélisation moléculaire qui s’éloi-
gnent fortement de ce qui est explicité ici [127], [141].  
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Cependant, selon l’isoforme de NOS et ses paramètres cinétiques intrinsèques, le complexe 
FeIIINO ne va pas forcément suivre le mécanisme conduisant à la production du monoxyde d’azote. 
En effet, un second cycle réactionnel, dit cycle futile, a été démontré et conduit à la formation de 
l’anion nitrosyle NO- par réduction de FeIIINO en FeIINO par un électron venant du domaine réductase 
[113], [148].  

En dehors du cycle futile, viennent s’ajouter les réactions dues au découplage, induisant une 
perturbation de l’activité de la NO-synthase. Le phénomène de découplage correspond à une perte de 
synchronisation des activités du domaine réductase et du domaine oxygénase. Le découplage conduit 
à la production d’espèces réactives de l’oxygène et de l’azote (RNOS). Ce phénomène peut intervenir 
à travers divers processus. Tout d’abord, en cas d’absence de cofacteur bioptérine BH4 ou dans le cas 
où la bioptérine est inactive d’un point de vue redox (dihydrobioptérine BH2), l’auto-oxydation du 
complexe FeIIO2 mène à la production de superoxyde O2

• -, connu pour être une source de stress oxy-
dant [110], [133], [149]. Par ailleurs, en cas de production simultanée des radicaux hautement réactifs 
NO• et O2

• -, ces derniers se combinent pour former du peroxynitrite ONOO-, fortement cytotoxique. 
Les effets d’une telle production ont été décrits au paragraphe II.2.a.  

 Les trois isoformes de NO-synthases présentent une structure commune bien qu’elles soient 
localisées dans différentes zones de l’organisme. Les NOS s’expriment différemment et ont des effets 
physiologiques parfois paradoxaux, alternant entre bénéfiques et néfastes pour l’organisme. Le mé-
canisme général compte deux étapes avec l’hydroxylation de l’arginine puis l’oxydation de l’inter-

médiaire Nω-hydroxyarginine (NOHA) mais les transferts d’électrons et de protons, ainsi que leurs 
sources, sont toujours sujet à débat. 

En tant qu’unique source de monoxyde d’azote, les NO-synthases sont à l’origine de phéno-
mènes physiologiques essentiels. La compréhension de leurs mécanismes réactionnels complexes ap-
paraît donc comme de grande importance. L’identification des intermédiaires réactionnels, étape né-
cessaire pour la validation des mécanismes, se heurte à de nombreuses limitations techniques, puisque 
ces espèces très réactives possèdent des temps de demi-vie incompatibles avec la majorité des mé-
thodes analytiques. 
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3. Méthodes de détection des ROS et RNS 

Au cours des processus biologiques, notamment aérobies, différentes espèces réactives de 
l’oxygène (ROS) sont formées. Ces ROS sont formées lors de la respiration mitochondriale, mais 
aussi par d’autres systèmes enzymatiques (NADPH oxydase, cyclooxygénase …) au cours de proces-
sus redox de signalisation cellulaire ou bien d’attaque oxydante. Les dérives incontrôlées de ces pro-
cessus conduisent au stress oxydant et à des conséquences néfastes pour les organismes à long terme. 
Les espèces réactives de l’azote (RNS) sont une famille parente des ROS puisque leurs voies de for-
mation et leurs réactivités sont intrinsèquement liées. Le monoxyde d’azote est l’espèce centrale des 
RNS et ses dérivés sont également impliqués dans des processus physiopathologiques divers pouvant 
être, comme nous venons de le voir, bénéfiques et/ou néfastes aux organismes.  

L’élaboration de techniques capables de mesurer de telles espèces est un challenge à cause de 
leur réactivité chimique et biochimique souvent élevée (temps de vie compris entre la microseconde 
et la minute). Cependant plusieurs familles de techniques ont été mises au point et parmi elles, les 
spectroscopies basées sur des sondes fluorescentes sensibles et sélectives, ou encore les capteurs élec-
trochimiques paraissent les plus intéressants. 

a. Méthodes luminescentes 

i. Détection de H2O2 

Le peroxyde d’hydrogène est considéré comme relativement stable en comparaison des autres 
ROS/RNS (temps de vie de l’ordre de la minute). Une accumulation de H2O2 au sein d’un organisme 
conduit à des dommages et processus pathologiques dont le vieillissement prématuré, le développe-
ment de maladies comme certains cancers [150] ou de maladies neuro-dégénératives [151]. La détec-
tion précise de cette espèce en milieu cellulaire est donc nécessaire pour une analyse quantitative et 
un suivi temporel et spatial de sa distribution au sein de l’organisme. De multiples sondes fluores-
centes ont été proposées [152]. Une première sonde, la 2’,7’-dichlorofluorescéine (Figure 35), est 
largement utilisée pour la détection du peroxyde d’hydrogène en milieu intracellulaire mais se heurte 
à quelques limitations telles que la formation d’autres ROS/RNS ou une photo-oxydation assez facile 
[153].  

 
Figure 35 Structure de la 2’,7’-dichlorofluorescéine 

D’autres sondes, à base de fonctions boronates, ont ensuite été synthétisées pour une détection 
in vitro et in vivo. Elles permettent l’hydrolyse de H2O2 en conditions légèrement alcalines, génèrent 
des phénols et la libération d’un groupement fluorescent (coumarine (ex. Figure 36), nitroaniline, 
fluorescéine) [154], [155]. Des sondes sont aussi préparées à partir d’un polymère conjugué et d’une 
sonde boronate. La détection de H2O2 est basée sur des modifications de liaisons électrostatiques du 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

39 

 

polymère après hydrolyse du groupement boronate entrainant un effet de FRET (Fluorescence 
Resonance Energy Tranfer) entre les deux molécules (donneur-accepteur d’énergie), et une augmen-
tation de fluorescence [156]. Au total, plus d’une quinzaine de sondes basées sur la réactivité du 
groupement boronate en présence de peroxyde d’hydrogène ont été reportées [152].  

 

 

Par ailleurs, il existe des sondes basées sur des sulfonates, des disulfonates, la triphenylphos-
phine ou la naphtalimide qui permettent la détection du peroxyde d’hydrogène. Cependant, la détec-
tion par les sondes citées jusque-là entraine une réaction irréversible. Il existe d’autres molécules 
pouvant être oxydées par H2O2 puis réduites par ajout d’un réducteur. Cela permet une détection ré-
pétée du peroxyde d’hydrogène et il est reporté qu’il n’y a pas de diminution de la vitesse de réaction 
après au moins dix cycles d’oxydation et réduction [157]. Cette sonde est d’un intérêt particulier pour 
imager les cycles redox réversibles des cellules.  

Il existe également des sondes qui permettent la détection en suivant la perte de fluorescence 
au lieu de l’augmentation. C’est le cas de complexes ferriques conjugués à un polymère (PPESO3 : 
polyphénylène éthynylène possédant des groupements latéraux sulfonates) qui passe d’un état d’oxy-
dation +II à +III en présence de peroxyde d’hydrogène, induisant une extinction de fluorescence. La 
limite de détection est donnée à 0,21 µM d’H2O2 (Figure 37) [158]. 

 

Enfin, des capteurs à base de nanoparticules ont été développés [159], [160]. Un premier cap-
teur est basé sur la réactivité du peroxyde d’hydrogène avec des groupements peroxalates décorant 
une nanoparticule luminescente d’or et provoquant la formation de dioxétanedione, ce qui permet un 
échange d’électron libérant la fluorescence de la nanoparticule luminescente [159]. Dans le second 

Figure 36 Mécanisme réactionnel de la détection du peroxyde d’hydrogène avec une sonde boronate libérant 
une aminocoumarine fluorescente.  

 

Figure 37 Structure du polymère PPESO3, ligand d’un complexe Fe(II) en absence de 
peroxyde d’hydrogène qui est fluorescent et ligand d’un complexe Fe(III) en présence 
de peroxyde d’hydrogène qui n’est pas fluorescent. 
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système, des nanoparticules fluorescentes d’or sont décorées par des groupements acide mercaptoun-
decanoïque et en présence de peroxyde d’hydrogène, ces groupements sont oxydés ; le mécanisme 
d’échange d’électrons n’ayant plus lieu, la fluorescence des particules luminescentes diminue [160]. 

 

 

ii. Détection de NO• 

Comme explicité dans le paragraphe II.2.a., le monoxyde d’azote est impliqué dans de nom-
breux processus biologiques bénéfiques ou délétères. Aux vues des conséquences de la présence de 
cette espèce sur la santé, de nombreuses stratégies ont été développées afin de la détecter.  

Nagano et Lippard ont synthétisé des sondes dont le mécanisme est basé sur un transfert 
d’électrons photo-induit (PET) d’un donneur d’électrons o-phenylène-diamine vers un fluorophore 
(Figure 38 a). Ce transfert a pour conséquence une diminution du rendement quantique du fluoro-
phore. Une réaction de nitrosation du groupement donneur par NO• en présence d’oxygène entraine 
la formation d’un triazole, le transfert d’électrons photo-induit n’a plus lieu et l’extinction de fluores-
cence devient moins efficace, ce qui se traduit par une augmentation de fluorescence [161]. Les pre-
mières sondes de ce type sont les diaminofluorescéines (DAF) développées à la fin des années 90 
(Figure 38 b) [162], [163]. Ces premières sondes permettent une exacerbation de la fluorescence de 
plus de deux ordres de grandeur et la limite de détection du monoxyde d’azote est reportée à 5 nM. 
Néanmoins, le premier inconvénient constaté avec ces sondes est une forte dépendance en pH sur 
l’intensité de fluorescence, suite à la réaction avec le monoxyde d’azote. Des modifications ont alors 
été apportées pour pallier aux différentes contraintes de ces sondes et les diaminorhodamines (DAR) 
ont alors été proposées (Figure 38 c) [164]. Après réaction avec NO•, le rendement quantique aug-
mente d’un facteur 840 et la limite de détection est de 7 nM. La dépendance en pH n’est plus observée 
pour un pH supérieur à 4. 

 

Figure 38 (a) Mécanisme général de réaction des sondes o-phenylène-diamine avec le NO•. 
 Exemples de structures chimiques: (b) Diaminofluoresceine. (c) Diaminorhodamine. 

a 

b c 
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La détection du monoxyde d’azote au niveau cellulaire nécessite de prendre en compte la 
réactivité de cette espèce et donc son faible temps de vie. Des sondes modifiées avec des groupements 
hydrophiles (acétoxymethyl-) offrent une meilleure perméabilité cellulaire et un confinement de la 
fluorescence à l’intérieur de la cellule après réaction avec le monoxyde d’azote, ce qui rend possible 
une observation à long terme [165]. Une autre sonde de type o-phenylène-diamine a été associée avec 
un groupement fluorescent de type BODIPY (borodipyrométhène). Les sondes BODIPY absorbent 
dans l’ultraviolet et possèdent un fort rendement quantique de fluorescence. Cette association o-
phenylène-diamine - BODIPY permet de s’affranchir d’une dépendance en pH sur une gamme de 3 
à 13 et a été utilisée pour la détection du monoxyde d’azote in vivo et in vitro [165], [166]. 

 
Figure 39 Structure chimique d’une sonde à base de BODIPY pour la détection du NO•. 

Ensuite, Lippard et al. ont développé de nouvelles sondes à partir de complexes de métaux de 
transition. Une extinction de fluorescence est induite par la coordination d’un fluorophore avec le 
métal mais en présence de NO•, la réduction du métal entraine la dissociation du complexe métal-
fluorophore et la fluorescence augmente [167], [168]. Des complexes à base de différents métaux 
(cobalt, ruthénium, rhodium) sont décrits dans la littérature, cependant ils ne sont pas solubles dans 
l’eau et possédent une réactivité lente, leur utilisation en conditions physiologiques et, a fortiori in 
vivo, est inenvisageable. De plus, ils ne présentent qu’une faible sélectivité au monoxyde d’azote et 
ne sont pas suffisamment sensibles (50-100 µM). Finalement, des sondes à base de cuivre ont été 
mises au point pour des études en milieu aqueux [169]. Comme pour les complexes cités précédem-
ment, la stratégie est d’éteindre la fluorescence lorsque le fluorophore est complexé par un cuivre II. 
En présence de NO•, le Cu(II) paramagnétique est réduit en Cu(I) diamagnétique, libérant le fluoro-
phore à condition d’être en milieu tamponné à pH 9.0. Avec cette première sonde, il n’est donc tou-
jours pas possible de travailler en conditions physiologiques. Ensuite, une autre classe de sonde à base 
de complexe cuivré a été développée. Le principe reste le même mais en présence de NO•, s’ajoute à 
la réduction du Cu(II) en Cu(I), une nitrosation du fluorophore [170]. Plus tard, Lippard et al. ont 
réussi à mettre au point une sonde basée sur un complexe Cu-fluorescéine fonctionnant selon la même 
stratégie mais en conditions physiologiques [171], [172], [173].  La fluorescence augmente d’un fac-
teur 16, après 5 minutes d’incubation en présence de monoxyde d’azote à pH 7,0. La limite de détec-
tion est de 5 nM ce qui est significativement meilleur que pour toute autre sonde basée sur un com-
plexe métal-fluorophore, et cette sonde est également bien plus spécifique du NO•. Cependant, cette 
sonde a tendance à diffuser rapidement en dehors des cellules et la détection ex vivo ou in vivo reste 
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donc complexe. Pour améliorer la rétention cellulaire de la sonde, des groupements de type dextran 
ou ester peuvent être greffés sans modifier la réactivité de la sonde ni sa fluorescence.  

Par ailleurs, des nanotubes de carbone mono-paroi (SWNT = single-walled nanotube) peuvent 
servir de capteurs pour la détection du NO• in vivo [174]. Ces SWNT émettent un signal de fluores-
cence dans le proche infrarouge ce qui permet une détection dans des tissus profonds. En présence de 
NO•, la fluorescence des nanotubes est éteinte de manière réversible. Un transfert d’électron a lieu 
entre la bande de valence du nanotube et l’orbitale inoccupée la plus basse (LUMO) du NO•. Ce 
système permet une détection en temps réel du monoxyde d’azote de façon spécifique par rapport aux 
autres ROS et RNS et a déjà été utilisé pour la détection du NO• produit par la NO-Synthase (iNOS) 
dans des macrophages. 

Enfin, un nano-capteur fluorescent a été mis au point à partir de la technologie des quantum 
dots (QD) qui sont des nano-cristaux semi-conducteurs. Ces matériaux offrent de meilleures perfor-
mances en termes d’intensité de fluorescence émise et de stabilité que les autres sondes organiques et 
inorganiques décrites précédemment. Des complexes tris(dithiocarbamato)-Fe(III) sont associés à un 
nano-cristal de CdSe-ZnS et, en présence de monoxyde d’azote, ce complexe réagit via un transfert 
d’électron entrainant une substitution du ligand pour conduire à l’obtention d’un bis(dithiocarba-
mato)-Fe(I) [175]. En l’absence de NO•, une faible fluorescence est observée dû à la présence du 
complexe au niveau du nano-cristal mais, en présence de NO• et après transfert d’électrons, la fluo-
rescence du nano-cristal est exaltée. Il est reporté que cette sonde est spécifique du NO• et la limite 
de détection se situe autour de 3 µM. 

 

iii. Détection de O2
• - 

Le radical anion superoxyde est une autre espèce très réactive, qui réagit avec les centres 
hémiques des protéines, se dismute en peroxyde d’hydrogène pour former ensuite des radicaux hy-
droxyle, ou réagit avec le monoxyde d’azote pour former du peroxynitrite. Comme pour les autres 
ROS, une accumulation de superoxyde dans l’organisme conduit au développement des diverses pa-
thologies [176]. Quelques-unes des sondes courantes pour la détection du superoxyde sont reportées 
ici. 

Le 2-hydroxyéthidium est utilisé pour la détection de O2
• - en milieu intracellulaire et permet 

de sonder des productions de superoxyde de l’ordre de 0,3 pmol.mg-1 d’échantillon (Figure 40). La 
fluorescence de cette molécule s’exprime selon deux voies dépendantes de la présence ou non de 
superoxyde. D’une part, elle s’auto-oxyde et est fluorescente à 510 nm ; d’autre part, en présence de 
superoxyde, la sonde est oxydée entrainant la libération d’un groupement hydroxyle et la molécule 
résultante absorbe à 396 nm. Une déconvolution des deux signaux d’émission permet de discriminer 
la production de superoxyde [177], [178]. 
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Figure 40 Structure chimique du 2-hydroxyéthidium utilisée pour la détection du superoxyde. 

D’autres sondes basées sur des pyridyl benzothiazolines permettent la formation d’un com-
posé fluorescent avec une bonne sélectivité vis-à-vis du superoxyde par rapport à d’autres ROS/RNS 
incluant le peroxyde d’hydrogène, le monoxyde d’azote ou le peroxynitrite avec une limite de détec-
tion à 1,7 nM (Figure 41) [179], [180].  

 

 

Maeda et al. ont développé des sondes sensibles au superoxyde mais agissant selon un pro-
cessus non redox. Des groupements benzosulfonate sont coupés d’un système xanthine oxydase/hy-
poxanthine entrainant une exacerbation de fluorescence (Figure 42). Ces systèmes sont également 
très sélectifs du superoxyde par rapport à d’autres ROS/RNS [181], [182].  

 

Figure 42 Réaction type d’une sonde benzosulfonate avec le superoxyde. 

Un dérivé de la sonde chimiluminescente BODIPY a été synthétisé pour la détection de O2
• -. 

La formation puis décomposition de la dioxatenone génère un amide excité à l’état singulet dont le 
retour à l’état fondamental entraine une émission de fluorescence [183]. 

Figure 41 (a) Réaction type des sondes benzothiazoline avec le superoxyde. 
(b) Exemple de structure : 2-chloro-1,3-dibenzothiazolinecyclohexène. 

 

a 

b 
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Figure 43 Structure chimique d’une sonde à base de BODIPY et sensible au superoxyde. 

 

iv. Détection de ONOO- 

Le peroxynitrite est issu de la réaction du monoxyde d’azote avec le superoxyde ou bien du 
peroxyde d’hydrogène avec l’anion nitrite (en milieu acide). Il est hautement réactif, directement et 
indirectement par la formation des radicaux NO2

• et OH•, et induit de nombreux dommages au sein 
de l’organisme conduisant au développement de pathologies (maladies neurodégénératives et car-
diaques, diabètes…) [184]. 

Trois différentes sondes spécifiques du peroxynitrite ont été synthétisées par Yang et al. 
[185]–[187]. La première agit grâce à la réactivité d’un groupement cétone lié à une dichlorofluores-
céine par une liaison éther. En présence de ONOO- la cétone est oxydée ce qui entraine la rupture de 
la liaison éther et l’augmentation de la fluorescence (Figure 44) [185].  

 
Figure 44 Réaction d’une sonde à base de dichlorofluorescéine avec le peroxynitrite. 

Ensuite, une seconde sonde aussi basée sur une dichlorofluoresceine modifiée par une fonc-
tion aryl protégée par une cétone oxydable, offre une détection spécifique du ONOO- avec une limite 
de détection de 50 nM [186]. Enfin, une autre sonde a été développée à partir du BODIPY dont la 
fluorescence n’apparait qu’après oxydation spécifique du peroxynitrite (Figure 45) [187]. 

 
Figure 45 Exemple de structure d’une sonde à base de BODIPY et sensible au peroxynitrite.  

 

En conclusion, il existe un grand nombre de sondes fluorescentes permettant la détection 
d’espèces réactives de l’oxygène et de l’azote, mais pour nombre d’entre elles des inconvénients tels 
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qu’une dépendance en pH, une incompatibilité avec une étude en conditions physiologiques, une li-
mite de détection trop faible ou encore un manque de sélectivité vis-à-vis d’une espèce sont rencon-
trés. 

Par ailleurs, l’utilisation de telles sondes nécessitent une étude systématique pour sonder 
chaque espèce individuellement et éviter toute réaction secondaire ou phénomène de FRET. Cet as-
pect rend la tâche compliquée quand différentes espèces doivent être détectées simultanément, ce qui 
peut être le cas au cours des réactions des NO-Synthases. 

Enfin, l’inconvénient principal réside avant tout dans l’obligation de synthétiser ces sondes 
qui, pour les plus récentes (donc souvent les plus performantes), ne sont pas encore disponibles com-
mercialement. 

 

 

b. Capteurs et méthodes électrochimiques 

i. Principes généraux 

L’électrochimie est une branche de la chimie qui étudie les réactions chimiques couplées à un 
échange d’énergie électrique, c’est-à-dire des réactions de transfert d’électrons entre deux ou plu-
sieurs composés gazeux/solides/liquides ou dans les interfaces.  

Les réactions mettant en jeu un transfert d’électrons sont les réactions d’oxydo-réduction. 
Lors d’une réaction d’oxydoréduction, un corps oxydant réagit avec un corps réducteur : on parle de 
couple redox, noté (Ox/Red).  

L’élément qui capte un ou plusieurs électrons est l’oxydant (𝑂𝑥1) : l’oxydant est réduit pour 

donner le réducteur associé (𝑅𝑒𝑑1), c’est une réaction de réduction (Equation 14). 

𝑂𝑥1 +  𝑛1𝑒− ↔ 𝑅𝑒𝑑1 

L’élément qui cède un ou plusieurs électrons est le réducteur (𝑅𝑒𝑑2) : le réducteur est oxydé 

pour donner l’oxydant associé (𝑂𝑥2), c’est une réaction d’oxydation (Equation 15). 

𝑅𝑒𝑑2 ↔ 𝑂𝑥2 +  𝑛2𝑒− 

Avec 𝑛𝑖=1,2 le nombre d’électrons.  

La réaction d’oxydoréduction est la somme de ces deux équations et fait donc intervenir deux 
couples redox (Equation 16) :  

𝑛1𝑅𝑒𝑑2 +  𝑛2𝑂𝑥1 ↔  𝑛2𝑅𝑒𝑑1 +  𝑛1𝑂𝑥2    

Une réaction d’oxydation ou de réduction s’accompagne toujours d’une modification du 
nombre d’oxydation (no) de l’élément en question. Le no caractérise la forme plus ou moins oxydée 
de l’espèce : plus le no est élevé, plus la forme est oxydée [188]. De plus, la variation du no est égale 

au nombre d’électrons mis en jeu. Par exemple pour le couple Cu2+/Cu, dans la réaction 𝐶𝑢 →

(14) 

(15) 

(16) 
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 𝐶𝑢2+ + 2𝑒−, le nombre d’oxydation passe de 0 à +II pour l’élément cuivre (2 électrons mis en jeu). 
Cette augmentation traduit une oxydation du cuivre.  

 

Lorsqu’une solution contient un couple redox tel que 𝑂𝑥 +  𝑛𝑒− ↔ 𝑅𝑒𝑑, celle-ci voit son 
potentiel prendre la valeur E défini par la loi de Nernst (à 25 °C) [184] (Equation 17) :  

𝐸 =  𝐸0 +  
0,058

𝑛
𝑙𝑜𝑔

[𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙

[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙
 

Avec 𝐸0 le potentiel normal apparent du couple redox, 𝑛 le nombre d’électrons échangés, [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙 et 

[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙  les concentrations de l’oxydant et du réducteur en solution.  

Une électrode (en métal inattaquable par l’électrolyte) plongée dans cette solution contenant 

le couple redox voit son potentiel se mettre à l’équilibre (𝐸é𝑞), équivalent au potentiel exprimé pré-
cédemment (Equation 18) :  

𝐸é𝑞 =  𝐸0 +  
0,058

𝑛
𝑙𝑜𝑔

[𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙

[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙
 

Pour déterminer ce potentiel, une électrode de référence est nécessaire afin de mesurer un 𝛥𝐸 

entre les deux électrodes : 𝛥𝐸 =  𝐸é𝑞 −  𝐸𝑟é𝑓, avec 𝐸𝑟é𝑓 le potentiel de l’électrode de référence, qui 
est constant quel que soit le milieu dans lequel elle est plongée. Pour produire une réaction électro-

chimique, il faut donc rendre le potentiel d’électrode différent du potentiel d’équilibre 𝐸é𝑞, c’est-à-

dire imposer une surtension (ou surpotentiel)  𝜂 = 𝐸 −  𝐸é𝑞 ≠ 0. Sous l’effet de cette surtension, la 
composition de la solution est obligée d’évoluer et de se modifier au contact de l’électrode, conduisant 
à un nouvel état d’équilibre. Au contact de l’électrode, une réaction électrochimique va donc se pro-

duire entre l’oxydant et le réducteur qui sont présents à sa surface aux concentrations [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙
′  et 

[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙
′ . 𝜂 est donc le facteur de production d’une réaction électrochimique. Deux cas sont possibles 

(Figure 46) [189]: 

- si 𝜂 > 0, soit 𝐸 >  𝐸é𝑞, une partie du réducteur s’oxyde suivant 𝑅𝑒𝑑 − 𝑛𝑒−  ↔ 𝑂𝑥. Le 

rapport 
[𝑂𝑥]′𝑠𝑜𝑙

[𝑅𝑒𝑑]′𝑠𝑜𝑙
 augmente alors puisque [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙

′  croît. L’électrode constitue l’anode. 

- si 𝜂 < 0, soit 𝐸 <  𝐸é𝑞, une partie de l’oxydant se réduit suivant 𝑂𝑥 +  𝑛𝑒− ↔ 𝑅𝑒𝑑. Le 

rapport 
[𝑂𝑥]′𝑠𝑜𝑙

[𝑅𝑒𝑑]′𝑠𝑜𝑙
 diminue puisque [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙

′  décroît. L’électrode constitue la cathode. 

(17) 

(18) 
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Il existe deux types de transfert à l’électrode essentiels à la compréhension des phénomènes 
électrochimiques : le transfert électronique et le transfert de masse.  

(1) Transfert électronique et loi de Butler-Volmer 

La réaction électrochimique mise en jeu obéit à la loi de Faraday qui relie les quantités de 

matière de l’oxydant et du réducteur (𝑛𝑂𝑥 et 𝑛𝑅𝑒𝑑) à la charge électrique 𝑄 transférée entre l’électrode 
et la solution. Cette loi s’exprime suivant l’équation suivante (Equation 19) :  

𝑛𝑂𝑥 =  𝑛𝑅𝑒𝑑 =  
𝑄

𝑛ℱ
 

Avec 𝑛 le nombre d’électrons échangés dans la réaction 𝑂𝑥 +  𝑛𝑒− ↔ 𝑅𝑒𝑑, 𝑄 la charge (A.s ou C) 

et ℱ la constante de Faraday (96484,56 C.mol-1). Le courant électrique 𝐼 (lié à la charge 𝑄) induit par 
le transfert électronique entre l’oxydant (ou le réducteur) et l’interface électrochimique exprime la 
vitesse de la réaction qui s’exprime alors sous la forme (Equation 20) : 

𝐼

𝑛ℱ𝐴
 =  

𝑗

𝑛ℱ
 =  𝑘𝑎[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙

′ −  𝑘𝑐[𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙
′  

Avec 𝐼 l’intensité du courant traversant l’électrode (ampère, A), A la surface de l’électrode (cm²), 𝑗 

la densité de courant (A.cm-2), 𝑘𝑎 et 𝑘𝑐 les constantes de vitesse caractéristiques des processus d’oxy-
dation et de réduction respectivement (cm.s-1).  

La densité de courant 𝑗 peut s’exprimer en fonction du paramètre 𝜂 (et donc en fonction du 
potentiel appliqué) selon la loi de Butler-Volmer (Equation 21) [190] : 

𝑗 =  𝑗0(𝑒𝑥𝑝
(1 − 𝛼)𝑛ℱ

𝑅𝑇
𝜂 − 𝑒𝑥𝑝

−𝛼𝑛ℱ

𝑅𝑇
𝜂) 

Avec 𝑗0 la densité de courant d’échange à l’équilibre et 𝛼 le coefficient de transfert de charge (0 <

 𝛼 < 1), 𝑅 la constante des gaz parfaits (J.K-1.mol-1) et T la température (K). 

Le paramètre 𝑗 est aussi appelé densité de courant faradique car il est lié à la réaction électro-
chimique en elle-même. En effet, il existe un autre courant lié à la double couche électrochimique qui 

Figure 46 Sens de déplacement des électrons et donc du courant en fonction de la surtension η 
appliquée. Le sens du courant qui traverse l’électrode dépend du signe de η, autrement dit du 
potentiel appliqué à l’électrode. D’après [189]. 

(19) 

(20) 

(21) 
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se forme à l’interface électrode-solution (Figure 47). L’interface électrode-solution est par définition 
la douche couche électrochimique.  

 

Dans le cas schématisé Figure 47, des ions hydratés sont adsorbés à la surface de l’électrode 
(anions à l’anode et cations à la cathode) et forment la couche dense de Stern. Ils peuvent s’approcher 

de l’électrode jusqu’à une distance minimale de l’ordre du rayon de l’ion hydraté (quelques Å). Les 
contre-ions (de charge opposée) vont interagir avec les ions adsorbés via des interactions électrosta-
tiques pour former la couche diffuse de Gouy-Chapman. Ces deux couches forment la double couche 
électronique décrite par le modèle de Stern. Au-delà de la double couche, la solution est neutre. Il 
existe donc une différence de potentiels (ddp) ou potentiel diélectrique à l’interface électrode-solution 
qui évolue d’abord linéairement (Stern) puis de façon exponentielle (Gouy-Chapman) avec la distance 
à l’électrode.  

Ce phénomène peut être décrit par une analogie électrique. En effet, le comportement élec-

trique de la double couche peut être modélisé par un condensateur de capacité 𝐶 branché en parallèle 

avec une résistance dite de transfert 𝑅𝑡 ou de polarisation liée au processus faradique (Figure 48).  

 

Figure 47 Représentation schématique de la répartition des charges au sein d’une solution ionique lorsqu’un champ électrique 
est aplliqué entre deux électrodes. Cette représentation est basée sur le modèle de la double couche électronique présentant 
(1) la couche dense de Stern où les ions de charges opposées à celle de l’électrode s’adsorbent  et (2) la couche diffuse de 
Gouy-Chapma où sont présents une majorité de co-ions et quelques contre-ions répartis selon une distribution statistique de 
Boltzmann dans une zone située à proximité de la surface du métal (jusqu’à quelques dizaines de nm).  

Figure 48 Analogie électrique d’une double couche 
électrochimique. C est la capacité de la double couche 
et R la résistance associée au processus faradique. 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

49 

 

Lorsqu’un potentiel est appliqué à l’électrode de travail, il existe une réorganisation spontanée 
de la solution au niveau de l’électrode, indépendamment du processus faradique (lié à la réaction 
électrochimique d’intérêt). Cette réorganisation des charges (ions) dans la double couche électrochi-

mique induit un courant capacitif 𝑖𝑐
′  qui s’exprime ainsi (Equation 22) [191] : 

𝑖𝑐
′ =  

𝛥𝐸′

𝑅𝑆𝑜𝑙
𝑒

− 
𝑡

𝑅𝑆𝑜𝑙𝐶 

Avec 𝑅𝑆𝑜𝑙  la résistance de la solution, ∆𝐸′ la différence de potentiel imposée. Ce courant capacitif 
dépend donc du potentiel appliqué à l’électrode. De plus, la capacité dépend de l’aire de l’électrode 

(typiquement un disque) soit 𝐶 =  𝜋𝑟2𝐶𝑆 avec 𝐶𝑆 la capacité surfacique. D’autre part, la double 

couche met un certain temps à se charger, défini par la constance de temps 𝜏 =  𝑅𝑆𝑜𝑙 . 𝐶. Cette cons-
tante de temps dépend donc de la taille de l’électrode. 

Finalement, le courant total associé au processus électrochimique dans sa globalité est donné 
par (Equation 23) :  

𝑖 =  𝑖𝑓 +  𝑖𝑐
′  

Avec 𝑖𝑓 le courant lié au processus faradique (réaction électrochimique). 

(2) Transfert de masse et lois de Fick 

Pour que la réaction électrochimique à l’électrode soit maintenue, il faut un apport continu de 
l’espèce redox mise en jeu. Pour cela, l’espèce présente en solution doit arriver à l’électrode, par 
transport. Il existe trois modes de transport de matière permettant d’alimenter le flux de l’espèce re-
dox : la diffusion, la migration et la convection [189].  

- La diffusion est due à un gradient de concentration induit par la réaction électrochimique 
et qui implique un déplacement des espèces chimiques. 

- La migration correspond au mouvement des espèces chargées lorsqu’il existe un gradient 
de potentiel appliqué sur l’électrode. Ce mode de transport est minimisé lorsque l’élec-
trolyte support est en large excès par rapport à l’espèce. 

- La convection est un déplacement des espèces redox donc de la solution produit par une 
force mécanique (c’est le cas avec les électrodes tournantes par exemple).  

Dans le cas du régime de diffusion pure, c’est-à-dire sans convection imposée dans la solution 
et avec une électrode fixe, la 1ère équation de Fick permet de connaître le flux de l’espèce redox (con-

centration 𝑐), situé à une distance 𝑥 de la surface (m) d’une électrode plane et de dimension infinie 
pour négliger les effets de bord (Equation 24) : 

Φ =  −𝐷
𝜕𝑐(𝑥)

𝜕𝑥
 

Avec Φ le flux de l’espèce redox (mol.m-2.s-1), 𝑐 sa concentration (mol.m-3) et 𝐷 le coefficient de 
diffusion (m2.s-1). A la surface de l’électrode, le flux de l’oxydant doit être égal au flux du réducteur 
(loi de conservation de la masse).  

De plus, ce flux et donc la concentration de l’espèce redox sont directement liés à la densité 

de courant 𝑗 exprimée dans l’équation de Butler-Volmer [189] (Equation 25) : 

(22) 

(23) 

(24) 

(25) 
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−𝐷𝑜𝑥 (
𝜕[𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙

𝜕𝑥
)

𝑥=0
= 𝐷𝑅𝑒𝑑 (

𝜕[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙

𝜕𝑥
)

𝑥=0
=  

𝑗

𝑛ℱ
 

La seconde équation de Fick permet de faire intervenir le paramètre temps. La variation tem-
porelle de la concentration est liée à sa variation spatiale (Equation 26) : 

𝜕𝑐(𝑥)

𝜕𝑡
= 𝐷

𝜕2𝑐

𝜕𝑥2
 

Pour la résoudre, il faut connaître les conditions aux limites : 

- A 𝑡 = 0, 𝑐𝑂𝑥(𝑥, 0) =  [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙 ou 𝑐𝑅𝑒𝑑(𝑥, 0) =  [𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙  car la réaction électrochi-
mique n’a pas démarré. 

- Quand un potentiel est imposé à l’électrode, la concentration de l’espèce à l’électrode 

[𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙
′  devient différente de [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙 : par exemple, elle augmente si l’oxydant est créé 

par la réaction électrochimique. De plus, loin de l’électrode (au-delà de la couche de dif-

fusion), la composition de la solution n’est pas modifiée, donc 𝑐𝑂𝑥(∞, 𝑡 > 0) =

 [𝑂𝑥]𝑠𝑜𝑙. 

Après résolution des équations de Fick et en combinant les différents résultats, le courant 𝑖(𝑡) 
s’exprime finalement en fonction de la concentration et du temps selon l’équation de Cottrell (dans le 

cas  𝑅𝑒𝑑 − 𝑛𝑒−  → 𝑂𝑥) [189], [192] (Equation 27) : 

𝑖𝑓(𝑡) =  
𝑛ℱ𝐴𝐷𝑅𝑒𝑑[𝑅𝑒𝑑]𝑠𝑜𝑙

√𝜋𝐷𝑅𝑒𝑑𝑡
> 0 

Avec 𝐷𝑅𝑒𝑑 le coefficient de diffusion du réducteur. Selon une convention internationale, ce courant 
est positif : il s’agit en effet d’une réaction d’oxydation, dans laquelle le réducteur est consommé pour 
former l’oxydant : le courant est dit « courant d’oxydation ». Dans le cas inverse (réaction de réduc-
tion), le courant serait négatif (dit « courant de réduction »).  

Dans le cas des électrodes planes, l’épaisseur de la couche de diffusion est très faible devant 

les dimensions de l’électrode et est donnée par 𝛿 =  √𝜋𝐷𝑡  (avec 𝐷 =  𝐷𝑟𝑒𝑑 ou 𝐷𝑜𝑥 suivant le cas). 

Elle est directement proportionnelle à 𝑡1/2, donc son épaisseur augmente avec le temps. 

En fonction de la forme de l’électrode considérée, l’expression du courant donnée ci-dessus 
sera différente car il faut reconsidérer le système de coordonnées utilisé pour écrire le Laplacien dans 
la seconde équation de Fick [191].  

 

ii. Electrodes et phénomènes de diffusion 

Différentes surfaces d’électrodes telles que le platine, le carbone ou l’or peuvent être utilisées 
et seront plus ou moins adaptées en fonction de l’espèce à sonder, de par les interactions chimiques 
et catalytiques existant entre surface et nature de l’espèce réactive. Par ailleurs, la taille de l’électrode, 
qu’elle soit macro- (millimétrique), micro- ou ultramicroélectrode (UME : < 25 µm de diamètre) est 
également à prendre en compte en fonction du système utilisé. En effet, l’électrolyse d’une espèce à 
l’interface entre la solution et la surface de l’électrode dépend du transport de matière et donc de la 

(26) 

(27) 
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diffusion de l’espèce électroactive ; ainsi, en fonction de la taille et de la forme de l’électrode, la 
couche de diffusion sera différente (Figure 49) [193], de même que la réponse électrochimique.   

  

Dans le cas de la détection des espèces réactives de l’oxygène et de l’azote, ce sont les ultra-
micro-électrodes qui sont le plus souvent utilisées, d’une part puisque leurs dimensions physiques 
sont compatibles avec une utilisation dans des environnements micrométriques (cellules, tissus) con-
trairement aux macro-électrodes qui sont trop encombrantes pour ce type d’utilisation. De plus, sa 
dimension est voisine de celle de la couche de diffusion (quelques dizaines de microns), donc une 
UME est une électrode qui peut présenter un régime de diffusion sphérique dans des conditions élec-
trochimiques usuelles. L’établissement de ce régime sphérique devient indépendant du temps ce qui 
offre aux UMEs l’obtention de courants stationnaires en chronoampérométrie, sans avoir recours à 
un système sous agitation (convection forcée). Pour des électrodes millimétriques, le temps nécessaire 
à l’établissement du régime sphérique de diffusion et les dimensions de cette couche sont trop élevés. 
Le phénomène de convection n’est alors plus négligeable dans cette gamme de temps/distance et 
l’interprétation des signaux en diffusion pure (sans agitation) est plus difficile.  

Pour une UME de forme disque (diffusion hémisphérique), l’intensité du courant faradique 

𝑖𝑓 (C) en condition quasi-stationnaire s’exprime selon (Equation 28) : 

𝑖𝑓 =
𝑛ℱ𝐴𝐷𝑖𝐶𝑖

𝛿
=

4𝑛ℱ𝐴𝐷𝑖𝐶𝑖

𝜋𝑟0
= 4𝑛ℱ𝐷𝑖𝐶𝑖𝑟0 

Avec : 

𝑛 : nombre d’électrons transférés lors de l’électrolyse 

ℱ : constante de Faraday (= 96485 C.mol-1) 

𝐴 : aire de l’électrode (m²) 

𝐷𝑖  : coefficient de diffusion de l’espèce électroactive (m².s-1) 

𝐶𝑖  : concentration initiale de l’espèce électroactive (mol.L-1) 

𝛿 : épaisseur de la couche de diffusion (m) 

𝑟0 : rayon de l’électrode (m) 

 Cette équation montre que, en conditions de diffusion pure, le courant donne accès à la con-
centration de l’espèce oxydée ou réduite, les autres paramètres étant constants et connus. 

D’autre part, les UMEs ont l’avantage d’offrir une faible capacitance interfaciale et peuvent 
être utilisées dans des milieux très résistifs (milieux peu polaires, faibles en solutés conducteurs). 

D’autre part, dans le cas des UMEs, 𝑖𝑓 est proportionnel au rayon de l’électrode et 𝑖𝑐
′  est proportionnel 

Macroélectrode UME 

Figure 49 Représentation schématique du flux de diffusion d’une espèce à l’interface électrode/solution pour des élec-
trodes disques plan de tailles différentes (millimétrique à gauche, micrométrique à droite). [193] 

(28) 
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à la surface de l’électrode, donc plus le diamètre de l’électrode est petit, plus le rapport 𝑖𝑓 𝑖𝑐
′⁄  sera 

élevé.  

Pour les différentes raisons exposées dans ce paragraphe, ce sont les UMEs qui ont été choi-
sies pour réaliser toutes les analyses électrochimiques présentées dans ce manuscrit. 

 

iii. Electroanalyse de ROS et RNS 

L’électrochimie faradique est basée sur l’électrolyse d’une espèce électroactive. Différentes 
méthodes électrochimiques sont disponibles en fonction de l’information recherchée. Parmi elles, les 
méthodes ampérométriques permettent de suivre au cours du temps l’électrolyse (oxydation ou ré-
duction) d’une espèce à un potentiel fixé. L’électrolyse d’une espèce à la surface de l’électrode de 
travail entraine un courant faradique (Tableau 4). En suivant l’intensité du courant en fonction du 
temps, il est possible de détecter de manière qualitative et quantitative (loi de Faraday) les espèces 
présentes en solution, à condition bien évidemment qu’elles soient électroactives et que le potentiel 
appliqué soit suffisant. En effet, en chronoampérométrie, à partir du moment où un potentiel est ap-
pliqué, toutes les espèces dont le potentiel d’oxydation est inférieur seront oxydées (et inversement, 
toutes les espèces dont le potentiel de réduction est supérieur seront réduites). Par exemple, sur la 
Figure 50 [194] illustrant les potentiels d’oxydation des principaux ROS et RNS sur un même type 
d’électrode (carbone recouvert de noir de platine), si un potentiel de 400 mV vs. ECSS (électrode de 
référence au calomel saturé en sodium), alors les espèces O2

• -, H2O2 et ONOO- seront oxydées si elles 
sont présentes en solution. En 2006, Amatore et al. [194] ont mesuré des flux de divers ROS et RNS 
simultanément en effectuant des analyses chronoampérométriques à différents potentiels d’oxydation. 
Ils ont appliqué ensuite un algorithme permettant la déconvolution des signaux et ont calculé alors la 
concentration de chacune des ROS-RNS libérées par une cellule unique. 

            

        

D’une part, la différence d’intensité de courant entre 850 et 650 mV correspond à la contri-
bution de NO2

-. Ensuite, la différence d’intensité de courant entre 650 et 450 mV correspond à la 
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Tableau 4 Potentiels d’équilibre des principales 
espèces réactives de l’oxygène et de l’azote et 
leurs couples redox associés. Les deux derniers 
couples sont annotés d’une croix rouge signifiant 
que ces espèces ne sont pas détectables en milieu 
aqueux à cause de la réduction et de l’oxydation 
de l’eau à -1.2 V et +1.5 V respectivement. 

Figure 50  Vagues d’oxydation de ROS et RNS obtenues en voltam-
métrie cyclique sur ultra-micro-électrode à fibre de carbone platinée 
et mettant en évidence expérimentalement les différents potentiels 
d’oxydation de ces espèces. [194] 
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contribution de NO•. Et enfin, les intensités de courant à 450 et 300 mV correspondent à la contribu-
tion de H2O2 et ONOO-. Ceci se traduit par un système de quatre équations à quatre inconnues, qui 
peut être résolu grâce aux données de la Figure 51. 

 

{

  𝐼850 𝑚𝑉 =  𝐼𝐻2𝑂2 + 𝐼𝑂𝑁𝑂𝑂− + 𝐼𝑁𝑂 + 𝐼𝑁𝑂2−

𝐼650 𝑚𝑉 =  𝐼𝐻2𝑂2 + 𝐼𝑂𝑁𝑂𝑂− + 𝐼𝑁𝑂

𝐼450 𝑚𝑉 =  𝑎. 𝐼𝐻2𝑂2 + 𝑏. 𝐼𝑂𝑁𝑂𝑂−

𝐼300 𝑚𝑉 =  𝑐. 𝐼𝐻2𝑂2 + 𝑑. 𝐼𝑂𝑁𝑂𝑂−

 

  

Avec : a, b, c et d correspondant à des facteurs de pondération 

       
 

 

iv. Détection de H2O2 

Le peroxyde d’hydrogène est l’espèce la plus stable parmi les ROS ce qui en fait une des 
principales sources de stress oxydant. Il peut être oxydé ou réduit par voie électrochimique (Equations 
30 et 31). L’électro-oxydation de H2O2 a largement été étudiée sur diverses surfaces d’électrodes et 
la sensibilité varie grandement d’un type de surface à un autre. Notamment, il est bien connu que 
l’oxydation d’H2O2 sur électrode de carbone est assez difficile mais qu’à l’inverse, le platine offre 
une bien meilleure détection grâce à un effet catalytique sur l’oxydation d’H2O2. Les surfaces de Pt 
sont disponibles sous diverses formes ou structures cristallines (polycristalline, monocristalline, na-
noparticules, etc…) [195]–[197] dont le noir de platine qui est électrodéposé et conduit à la cristalli-
sation d’une nanostructure poreuse de Pt de très grande surface spécifique permettant une détection 
très sensible du peroxyde d’hydrogène (jusqu’à quelques nanomolaires). Cette structure platinée peut 
être déposée sur des surfaces de carbone ou de platine également de tailles et formes multiples [198], 
[199], [200]. 

 

 

Bien que cette technique de modification de surface soit connue depuis une trentaine d’an-
nées, ce n’est seulement que récemment que Badets et al. ont pu déchiffrer le mécanisme catalytique 
du noir de Pt lors de l’oxydation d’H2O2 en tampon phosphate (PBS 10 mM, pH 7,4) [200]. Ils ont 

Figure 51 Intensités des courants détectés par chro-
noampérométrie à différents potentiels d’oxyda-
tion (+300 mV, +450 mV, +650 mV et +850 mV vs. 
ECSS) sur des cellules uniques (macrophages). La 
flèche représente le moment où la dépolarisation 
de la membrane est déclenchée, entrainant la libé-
ration des ROS et RNS. Chaque courbe correspond 
à la moyenne de la réponse de 60 à 80 macro-
phages différents. [194] 

 

(29) 

(30) 

(31) 
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mis en évidence la présence de deux procédés d’oxydation correspondant à l’adsorption des phos-
phates suivie de l’adsorption d’H2O2.  Ils ont démontré que la présence d’oxydes de Pt (PtO2), pouvant 
être renforcée après un traitement de l’électrode au plasma à oxygène, joue un rôle prépondérant dans 
la thermodynamique et la cinétique de plusieurs réactions anodiques (H2O2, O2

•-, hydroquinone).  

 

v. Détection du NO•  

Le monoxyde d’azote peut être détecté par électrochimie par réduction (Equation 32) ou par 
oxydation (Equation 33) mais peu d’études sont consacrées à l’électroréduction de celui-ci à cause, 
d’une part, de la forte réactivité de l’anion nitrosyl NO- en présence d’oxygène et d’autre part à cause 
de l’interférence de la réduction du O2 moléculaire en condition aérobie. 

 
C’est donc l’oxydation du NO• qui est privilégiée pour l’électrodétection et le potentiel appli-

qué, en fonction de la surface d’électrode, est compris entre 0,6 et 1 V vs. Ag/AgCl en solution 
aqueuse à pH 7,4. Un mécanisme d’oxydation du monoxyde d’azote impliquant le transfert de trois 
électrons a été proposé (Equations 33 à 35) [198], [201], [202]. La première étape consiste à transférer 
un électron de NO• vers l’électrode entrainant la formation de l’ion nitrosonium NO+. Ce dernier est 
un acide de Lewis fort et est converti en nitrites NO2

- (ou HNO2) en présence d’hydroxyde (OH-). 
Enfin, les ions nitrites peuvent être oxydés en nitrate (NO3

-) via un transfert de deux électrons.  

 

Néanmoins, il est important de noter qu’en condition aérobie, le monoxyde d’azote réagit 
rapidement avec l’oxygène moléculaire pour former des ions nitrites selon la réaction suivante : 

 

Une seconde difficulté s’ajoute à celle de l’instabilité du monoxyde d’azote en présence 
d’oxygène. Comme expliqué au paragraphe précédent (II.3.b.i), lorsque le potentiel d’oxydation du 
NO• est appliqué (650 mV vs. Ag/AgCl), toutes les espèces dont le potentiel d’oxydation est inférieur 
à celui-ci seront également oxydées [194]. Si ces espèces sont présentes en solution en début d’expé-
rience, alors le courant faradique résultant de leur oxydation contribuera au courant de base (expé-
rience de chronoampérométrie à potentiel constant). Ceci a pour effet d’augmenter le rapport si-
gnal/bruit et donc de limiter la détection de faibles concentrations en NO•. Par ailleurs, si des espèces 

oxydables à un potentiel ≤ 650 mV sont générées en même temps que NO•, les courants faradiques 
issus de leurs oxydations interfèrera avec celui du monoxyde d’azote. Ces espèces sont désignées 
dans la littérature comme analytes interférents. Parmi eux sont notamment reportés NO2

-, H2O2, 
l’acide ascorbique, l’acide urique, la dopamine ou encore la sérotonine qui posent problème lors de 
la détection du NO• en milieu biologique. Ainsi, un grand intérêt a été porté au développement de 
capteurs dont la surface d’électrode a été modifiée dans le but de les rendre plus sélectifs et plus 
sensibles au NO• [201], [203].  

(32) 

(34) 

(35) 

(33) 

(36) 
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Les premières études portent sur le développement de capteurs à base de membranes. Shibuki 
a développé en 1990 une première électrode pour la mesure directe du NO• en se basant sur une 
adaptation de l’électrode de Clark utilisée pour la mesure de l’oxygène [204] mais un manque de 
reproductibilité des résultats, attribué à plusieurs paramètres expérimentaux, a été constaté, de même 
qu’un temps de réponse trop long. Néanmoins, ce système a permis de poser la stratégie de départ et 
ont suivi d’autres électrodes modifiées par un film polymère. L’idée de déposer plusieurs films de 
propriétés différentes permettant ainsi d’augmenter la sélectivité de l’électrode a ensuite été proposée. 
Néanmoins, cette stratégie implique également une diminution de la sensibilité des électrodes. Diffé-
rents systèmes ont été développés avec tout d’abord, l’idée de Malinski et Taha (1992) de modifier 
des électrodes à base de fibres de carbone par électrodéposition d’un film de porphyrine recouvert 
lui-même d’une membrane de Nafion (ionomère perfluorosulfoné) [205]. Les porphyrines de nickel, 
de même que les phthalocyanine de nickel se composent d’un complexe métallique permettant de 
catalyser l’oxydation du NO• par électrochimie [205]. Caro et al. ont mené une étude sur le mécanisme 
d’action de ces complexes dans la détection du NO• et il semble que ce dernier se lie simplement au 
métal, facilitant ainsi le transfert d’électrons de l’électrode vers le monoxyde d’azote [206]. Par ail-
leurs, le dépôt d’une membrane de Nafion (polymère chargé négativement à pH neutre) rend les élec-
trodes relativement imperméables à l’interférent NO2

- (ou à tout autre anion) par répulsion électros-
tatique. Ce polymère a été utilisé par l’équipe de Bedioui et al. qui a mis au point une première géné-
ration d’ultra-microélectrodes (surface = or), adaptées à une détection au sein de systèmes biologiques 
grâce à leur taille (< 25 µm de diamètre), et insensibles aux nitrites [207]. Malgré le fait que cette 
membrane ne permette pas la « filtration » d’espèces cationiques ou neutres [208], la combinaison de 
ces deux couches permet, d’une part, de diminuer la surtension (déplacement du potentiel d’oxydation 
du NO• vers des valeurs plus basses) grâce à l’effet catalytique du complexe et d’autre part, d’aug-
menter la sélectivité grâce au dépôt de la membrane de Nafion. 

D’autres capteurs ont alors été développés en couplant les propriétés des différentes couches 
déposées, toujours en vue d’améliorer la sensibilité et la sélectivité des électrodes vis-à-vis du NO•. 
Une partie de ces systèmes sont résumés dans le Tableau 5 [203].  

Dans l’ensemble, le paramètre principal influençant la sensibilité du film pour le monoxyde 
d’azote concerne les interactions hydrophobes qui permettent alors le passage de cette petite molécule 
hydrophobe qu’est NO• à travers la membrane pour qu’elle soit détectée à la surface de l’électrode. 
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Type de capteur 
Dimensions 
(diamètre/longueur) 

Domaine de  
linéarité (mM) 

Sensibilité  
au NO• 
(nA.mM-1) 

Ref 

Fibre Au/Nafion 
Fibre C/Nafion/o-PD 
Fibre C/ Nafion/(m-PD+resorcinol) 
Disque Au/NiTHMPP/Nafion 
Fibre C/NiTHMPP/Nafion 
Fibre C/ NiTHMPP/Nafion 
Fibre C/NiTHMPP/Nafion/o-PD 
Fibre C/NiTSPc/Nafion 
Fibre C/NiTSPc/Nafion 
Disque Pt-Ir/NiTSPc/Nafion 
Disque SPCE/NiTSPC/Nafion 
Disque C/NiTSPc/Nafion 
Disque Pt-Ir/NiTSPc/Nafion/o-PD 
Réseau disques Au/polyeugénol/polyphénol 

 

25 mm/0,5–1 mm 
8 mm/0,8 mm 
8 mm/0,8 mm 
12,5 mm 
8 mm/1 mm 
8 mm/0,8 mm 
8 mm/0,8 mm 
8 mm/1 mm 
8 mm/1 mm 
250 mm 
1 mm 
1 mm 
250 mm 
110 disques de 
50 µm chacun 

10-100 
0,02-0,2 
0,04-0,2 
46-100 
0,01-0,05 
0,04-0,2 
0,04-0,2 
0,01-0,3 
0,1-0,5 
2-10 
0,4-1,2 
0,1-3,6 
0,6-2,5 
0,1-6 
 

0,8 
9,6 
4,9 
0,16 
6.10-3 
14,5 
11,3 
3,6.10-4 
11,1 
0,12 
103 
2,93 
60 
0,56 
 

[207] 
[209] 
[209] 
[207] 
[210] 
[209] 
[209] 
[211] 
[212] 
[213] 
[214] 
[215] 
[216] 
[217] 

Tableau 5 Exemples de capteurs électrochimiques pour la détection du NO• résumant leurs dimensions, domaine de linéarité 
et sensibilité. o-PD : ortho-phénylènediamine. mPD : meta-phénylènediamine. NiMTHMPP : tétrahydroxyl-methoxyphényl po-
phyrine de nickel. NiTSPc : ion phtalocyanine tétrasulfonate nickelate II. Pt/Ir : alliage à 90% de platine et 10% d’iridium. SPCE : 
électrode de carbone imprimée par sérigraphie. D’après [203].   

 

En conclusion, tous les capteurs développés présentent des propriétés différentes permettant 
diverses utilisations en fonction de la taille et de la géométrie du système d’étude, de même qu’en 
fonction des besoins en sensibilité exigés. 

c. Autres techniques d’analyses 

i. Résonance paramagnétique électronique 

La résonance paramagnétique électronique (RPE) est une technique de spectroscopie permet-
tant la détection d’espèces paramagnétiques telles que les radicaux libres. Par analogie avec la réso-
nance magnétique nucléaire où les spins nucléaires sont excités sous champ magnétique, en RPE ce 
sont les spins électroniques qui sont excités par une onde électromagnétique, entrainant l’absorption 
d’un quantum d’énergie. Le retour à l’état fondamental de ces spins se traduit par réémission de 
l’énergie absorbée et informe sur la présence d’électrons non appariés dans un échantillon. 

Cette technique est largement utilisée pour la détection de ROS et RNS (surtout radicalaires) 
mais présente cependant encore de nombreux inconvénients. Parmi eux, une sensibilité limitée (de 
l’ordre de 100 nM) et souvent un temps de vie des ROS/RNS trop court pour permettre une analyse 
cinétique pertinente [218]. De façon à piéger ces espèces réactives, des composés à fonction nitrone 
ou nitroso, dits spins traps, existent et permettent la formation de radicaux nitroxyde plus stables que 
le radical de base [219], [220].  

Par ailleurs, d’autres techniques existent pour piéger des espèces instables comme le stopped-
flow ou le rapid freeze quench. Dans un premier temps, le stoppped-flow permet un mélange rapide 
(ms) de deux solutions et une analyse en spectroscopie permet la détermination de changements, ré-
solus cinétiquement, de composition de la solution. De manière complémentaire, la technique de 
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freeze quench permet l’étude de cinétiques complètes ou de piéger des intermédiaires réactionnels 
par un extrême refroidissement de la solution (-130°C). Couplées à la RPE, ces techniques permettent 
l’étude de protéines ou d’enzymes possédant un centre réactionnel métallique, tels que les NOS.  

ii. Au-delà des ROS et RNS… 

Différentes techniques spectroscopiques peuvent apporter d’autres informations quant à 
l’étude de métallo-enzymes par analyse des états énergétiques du centre réactionnel. Notamment, les 
spectroscopies Raman et infrarouge peuvent être combinées pour déterminer la structure et l’environ-
nement du centre réactionnel de la protéine [221]. En effet, bien que ces deux techniques soient basées 
sur l’étude des modes vibrationnels d’une molécule, elles fournissent des informations complémen-
taires puisque certains modes ne sont actifs que dans l’une ou l’autre des techniques. 

 

Il existe de nombreuses techniques de détection des espèces réactives de l’oxygène et de 
l’azote telles que la spectroscopie ou microscopie de fluorescence, l’électrochimie ou la résonance 
paramagnétique électronique. Cependant, face à la multiplicité des signaux pouvant résulter de la 
complexité de certains systèmes, comme l’étude des mécanismes réactionnels des NO-Synthases, le 
couplage entre diverses techniques s’avère indispensable. 
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III. Objectifs du projet de thèse 

Dans le but d’apporter de nouveaux éléments à l’analyse de différentes réactions enzyma-
tiques, le projet de cette thèse porte sur le développement d’un microréacteur biomimétique pour 
l'analyse in situ des produits de ces activités grâce au couplage de l’électrochimie et de la microscopie 
de fluorescence.  

L’intérêt de la technique développée ici est notamment la caractérisation d’enzymes produi-
sant des espèces réactives de l’oxygène et de l’azote, qui sont, pour la plupart, instables. Dans un 
système micrométrique où une analyse in situ directe peut être réalisée, le temps de vie de ces espèces 
est en adéquation avec leur temps de diffusion et de détection. Une activité et une cinétique enzyma-
tique peuvent alors être déterminées, a priori, de façon quantitative.  

Le projet présenté ici s’articule autour de trois principaux axes qui constitueront les trois pro-
chains chapitres de ce manuscrit, avec, tout d’abord, l’obtention d’un microréacteur biomimétique, 
puis la modification du milieu interne pour le déclenchement contrôlé de la réaction enzymatique et 
enfin, la détection des espèces produites.  

 

 

Dans la première partie, nous nous intéresserons aux vésicules unilamellaires géantes (GUVs) 
en tant que microréacteurs biomimétiques et aux différentes techniques utilisées pour les former. Tout 
d’abord, nous nous intéresserons principalement à la technique la plus couramment utilisée pour l’ob-
tention des GUVs, c’est-à-dire l’électroformation. Nous insisterons sur le protocole de formation en 
conditions physiologiques de différentes compositions de membrane. Ensuite, nous verrons que 
d’autres techniques, ne nécessitant pas l’utilisation d’un champ électrique, peuvent être utilisées pour 
obtenir des GUVs en tampon physiologique. L’une d’entre elles permet l’obtention de vésicules con-
nectées à un réservoir de lipides, qui s’avèrera d’une grande utilité pour le développement de la tech-
nique suivante. 

Figure 52 Représentation schématique résumant le projet présenté dans ce manuscrit. 



Chapitre 1 : Microréacteurs biomimétiques et réactivités enzymatiques 

59 

 

 Dans une seconde partie, nous mettrons en place des moyens de modifier le milieu interne 
du microréacteur dans le but de déclencher la réaction enzymatique de façon contrôlée. Dans un pre-
mier temps, l’encapsulation d’espèces au sein du microréacteur au cours de sa formation sera réalisée. 
Ensuite, l’apport de réactifs au sein de la GUV sera contrôlé par microinjection assistée par électro-
poration. Les propriétés de perméabilité des membranes seront également exploitées pour fournir un 
apport continu de réactifs au sein du microréacteur. Enfin, une élégante technique de micromanipu-
lation nous permettra de former un réseau de vésicules connectées par des nanotubes de lipides, dont 
les propriétés thermodynamiques pourront permettre un déclenchement quasi-instantané de la réac-
tion. 

Enfin, dans la dernière partie, nous chercherons à détecter in situ différentes espèces produites 
par des réactions enzymatiques. En fonction des espèces que l’on voudra analyser, nous opterons pour 
l’électrochimie et/ou la microscopie de fluorescence. L’analyse par électrochimie permet de sonder 
des espèces réactives de l’oxygène et de l’azote telles que le monoxyde d’azote NO• ou le peroxyde 
d’hydrogène H2O2, ainsi que les nitrites NO2

-. L’utilisation d’ultramicroélectrodes de 10 µm de dia-
mètre nous permettra une analyse in situ d’une grande précision et ce, pour des gammes de concen-
trations allant du nanomolaire au millimolaire. La production de peroxyde d’hydrogène peut égale-
ment être suivie par microscopie de fluorescence grâce à la sonde Amplex Red. 
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Chapitre 2 : Formation d’un microréacteur biomimétique 

Le chapitre 2 de ce manuscrit se concentre sur la formation des structures qui serviront par la 
suite de microréacteurs biomimétiques pour l’étude d’activités enzymatiques. Comme introduit dans 
le chapitre 1, ce sont des vésicules unilamellaires géantes (GUVs) phospholipidiques qui joueront ce 
rôle car elles représentent un modèle simple de « cellules » synthétiques. Historiquement, une des 
premières méthodes de préparation des vésicules géantes a été décrite par Reeves et Dowden en 1969 
[222]. Le gonflement des GUVs est obtenu par hydratation douce d’un film de lipides. Une quinzaine 
d’années plus tard, l’électroformation de GUVs a été mise au point par Angelova et Dimitrov, qui ont 
alors appliqué un champ électrique dans le milieu pour obtenir un meilleur rendement de liposomes 
unilamellaires [223]. Cette technique est devenue par la suite une méthode de choix pour la prépara-
tion des GUVs et a été peu à peu adaptée à différents milieux d’hydratation. 

Le premier challenge d’un système biomimétique est de se placer en conditions physiolo-
giques, en particulier quant à la physico-chimie du milieu environnant. Bien que de nombreuses tech-
niques existent pour la formation de liposomes géants, la plupart ont été établies en conditions 
aqueuses de faible force ionique. Dans ce manuscrit, trois techniques sont comparées pour la forma-
tion des GUVs en conditions physiologiques : l’électroformation, l’hydratation de gel polymère et 
enfin la déshydratation-réhydratation. 

I. L’électroformation 

1. Principe 
Les premiers essais de formation de liposomes géants unilamellaires avaient pour principe 

d’hydrater, de façon contrôlée, un film de lipides déposé sur une surface solide. Ce film est obtenu 
par exemple après séchage d’une solution de lécithine de jaune d’œuf (Egg PC) dispersée dans un 
mélange chloroforme/méthanol [222]. Le papier de Reeves et Dowden a décrit le protocole de forma-
tion des vésicules de façon très détaillée car, déjà, la précision de chaque détail expérimental avait été 
déterminée comme essentielle à la réussite de l’obtention des GUVs. Si un de ces détails n’est pas 
respecté, le risque principal est d’aboutir à la formation de vésicules multilamellaires (MLVs). Ils 
décrivent alors quelques aspects thermodynamiques et notifient que si des MLVs ont été formées par 
hydratation douce, il ne sera pas possible de convertir ces MLVs en GUVs, puisque cela implique de 
rompre la structure en oignon des MLVs. Ceci nécessitant beaucoup d’énergie, cette conversion de 
MLVs en GUVs est donc thermodynamiquement défavorable. Dans le cas d’un apport énergétique 
extérieur tel que la sonication, les MLVs rompent mais cela conduit uniquement à la formation de 
SUVs nanométriques et non à la formation de GUVs micrométriques. Cette méthode s’est montrée 
notamment adaptée pour des membranes composées de lipides chargés [224] et doit être réalisée à 
une température supérieure à la température de transition Tm (passage d’un état gel à un état fluide) 
des lipides utilisés. L’optimisation du protocole a, par la suite, permis l’emploi de lipides zwittério-
niques à condition que le milieu de réhydratation contiennent des monosaccharides non électroly-
tiques (glucose, sucrose ou fructose) [224]. La présence de ces molécules neutres crée une différence 
osmotique, augmente l’espace entre deux bicouches et permet ainsi aux molécules d’eau de pénétrer 
plus facilement au cours du gonflement. Bien que des protocoles utilisant la réhydratation douce 
soient décrits pour des milieux de force ionique plus élevée (environ 150 mM), la présence de mono-
saccharides ou de lipides chargés est indispensable à l’obtention de GUVs [224]. 
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L’électroformation, mise au point pour la première fois par Angelova et Dimitrov en 1986 
permet la formation de vésicules avec des lipides neutres et repose sur les mêmes principes biophy-
siques que l’hydratation douce, mais assistée par une onde électrique [223]. Cette technique consiste 
à appliquer un champ électrique aux bornes de deux électrodes recouvertes d’un film de phospholi-
pides et connectées entre elles par une solution aqueuse permettant l’hydratation et le gonflement des 
liposomes. Les trois étapes de l’électroformation sont décrites sur la Figure 53 [225]. Il s’agit, tout 
d’abord, de faire un dépôt sur une électrode à partir d’une solution de phospholipides dispersés dans 
un solvant organique, le plus souvent du chloroforme ou un mélange chloroforme-méthanol. Le mé-
thanol étant plus hydrophile que le chloroforme, le choix du solvant dépend alors de la structure des 
lipides et de l’hydrophobicité du substrat employé [226]. Les électrodes utilisées pour l’électroforma-
tion sont de plusieurs types : d’une part, des lames de verre recouvertes par un dépôt semi-conducteur 
d’oxydes d’indium et d’étain (ITO ; In2O3 SnO2), ou d’autre part, des fils ou lamelles de platine (voir 
paragraphe I.2.a.i). L’ITO présente comme inconvénient une oxydation prématurée des phospholi-
pides et une instabilité mécanique sous champ élevé, mais a l’avantage d’être semi-transparent et 
facilite donc des observations in situ en microscopie. La seconde étape consiste à évaporer le solvant 
organique par séchage, ce qui conduit à la formation d’un film de lipides. Dans la dernière étape, il 
s’agit d’ajouter la solution d’hydratation et à appliquer un champ électrique alternatif entre les deux 
électrodes séparées par cette solution, formant ainsi la chambre d’électroformation.  

 

Les vésicules obtenues par électroformation gonflent à partir du film de lipides et restent sou-
vent attachées à ce film par une connexion lipidique ou un « pied », ce qui peut être considéré comme 
gênant ou au contraire comme un avantage. En effet, dans le cas d’expérience de micromanipulation 
et microinjection, l’immobilisation des vésicules à la surface de l’électrode grâce à cette connexion 
apparait comme un net avantage [227]. Ces aspects seront développés dans le chapitre 3 de ce ma-
nuscrit. 

L’électroformation décrite par Angelova et Dimitrov s’est imposée comme technique de 
choix pour la formation de GUVs grâce à sa simplicité de mise en œuvre, mais elle se limitait initia-
lement à des milieux de faible force ionique. Le protocole d’électroformation devait être appliqué 

Solution 

Organique 

Film de 

lipides 

Solution 

Aqueuse 

Séchage Gonflement 

Figure 53 Représentation schématique des trois étapes principales de l’élec-
troformation: tout d’abord la dissolution des phospholipides dans un solvant 
organique volatile ; puis l’évaporation du solvant et la formation d’un film 
ordonné de lipides sur la surface de l’électrode ; et enfin, le gonflement du 
film avec une solution aqueuse sous champ électrique alternatif conduisant à 
la formation de GUVs. Adaptée de [225]. 
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dans l’eau ou dans une solution de sucrose et consiste à appliquer un champ électrique alternatif de 
670 V.m-1 à une fréquence de 10 Hz pendant une dizaine de minutes. Cela conduit à la formation d’un 
grand nombre de GUVs sur toute la surface de l’électrode (Figure 54). Les vésicules peuvent ensuite 
être détachées du film, récupérées et transférées dans un milieu de même force osmotique. La forma-
tion de vésicules en milieu sucrose permet, après transfert dans une solution de glucose, de les faire 
sédimenter grâce à une différence de densité (dsucrose = 1,59 et dglucose = 1,54) et de faciliter leur obser-
vation en microscopie grâce à une différence d’indice de réfraction (Figure 55).  

 

 

Cependant, dans le but d’utiliser les liposomes géants comme structure de base pour des cel-
lules artificielles, des équipes, dont la nôtre, ont ensuite travaillé au développement d’un protocole en 
conditions physiologiques pour se rapprocher au plus près d’un système biomimétique. 

  

Figure 54 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs électroformées dans H2O sur 
lames recouvertes d’ITO. Illumination en contraste interdifférentiel. Bar d’échelle = 25 µm. 

Figure 55 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs électroformées dans une solu-
tion de sucrose (200 mM) puis transférées et sédimentées dans du glucose (200 mM). Illumi-
nation en contraste interdifférentiel. Bar d’échelle = 50 µm. 
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2. Electroformation en conditions physiologiques 

Notre équipe s’est inspirée des quelques protocoles déjà disponibles dans la littérature et les 
a adaptés afin d’obtenir un protocole unique permettant l’obtention de GUVs en tampon phosphate 
salin (PBS) à pH 7,4 applicable sur tout support d’électrode et pour différentes compositions de mem-
brane. 

a. Conditions expérimentales 

i. Supports d’électrodes 

Les deux principaux supports d’électrodes utilisés en électroformation sont des lames de mi-
croscopie recouverte d’un dépôt d’ITO ou des fils (ou lamelles) de platine. Dans le cas d’une confi-
guration avec des lames d’ITO, les deux côtés conducteurs de deux lames sont positionnés l’un en 
face de l’autre et sont séparés par un élément en téflon. L’ensemble sert de chambre d’électroforma-
tion. Chaque lame est connectée à un fil, lui-même connecté au générateur électrique (Figure 56). Le 
champ électrique est donc appliqué de manière longitudinale au plan d’observation des vésicules et 
les électrodes étant transparentes, l’observation peut se faire directement au travers (Figure 57).  

 
 

  
 

Dans la seconde configuration, des fils (ou lamelles) de platine sont positionnées de façon 
parallèle dans un support en téflon, lui-même fixé sur une lame de microscopie (Figure 58). Le champ 
électrique est alors appliqué de manière transversale au plan d’observation des vésicules et celles-ci 
ne sont plus observées par le dessus ou dessous mais par le côté (Figure 59). Cette configuration a 
l’avantage de permettre le suivi de l’évolution du film de lipides et les différents états transitoires des 
vésicules jusqu’à ce qu’elles atteignent leurs structure et taille finales. La première observation cor-
respond au gonflement du film de lipides, suivi par la formation de petites vésicules qui finissent par 
fusionner entre elles jusqu’à former une vésicule géante. Nos observations sont en accord avec les 
phénomènes décrits dans la littérature [228]. 

Figure 56 Représentation schématique de la chambre 
d’électroformation utilisant des lames recouvertes d’un 
dépôt d’ITO comme support d’électrode. 

Figure 57 Image de microscopie confocale de GUVs 
électroformées sur lame ITO. Illumination en con-
traste interdifférentiel. Bar d’échelle = 50 µm. 
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ii. Compositions de membrane 

Les lipides composant la membrane des GUVs électroformées en milieu physiologique ont 
été choisis sur les conseils de Dimova et al., avec d’une part, un extrait naturel issu du jaune d’œuf 

(communément dénommé Egg PC) composé d’un mélange de L-α-phosphatidylcholines dont les lon-
gueurs de chaine et le nombre d’insaturations varient ; et d’autre part du cholestérol. Ce mélange de 
phospholipides se rapproche de la composition naturelle des membranes cellulaires puisqu’elles 
comptent environ 30 mol.% de phosphatidylcholine. De plus, l’addition de cholestérol en proportions 
variables allant de 0 à 60 mol.% permet de moduler la rigidité (fluidité) de la membrane. Enfin, un 
fluorophore conjugué à un phospholipide (DiD) peut être ajouté (0,1 mol.%) pour marquer la mem-
brane et réaliser des observations en microscopie de fluorescence (Figure 60).         

  

Lamelle de Pt 

b 
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Film de 
lipides 

GUV a 

Figure 58 Représentation schématique de la 
chambre d’électroformation utilisant des fils (ou 
lamelles) de platine comme support d’électrode. 

Figure 59 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs élec-
troformées sur fils de platine (a) et sur lamelles de platine (b). Illumi-
nation en contraste interdifférentiel. Bar d’échelle = 50 µm. 

GUV 
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Phosphatidylcholine de jaune d’œuf (Egg PC) 
 
 

 
 

x:y wt.% 

14:0 
16:0 
16:1 
18:0 
18:1 
18:2 
20:2 
20:3 
20:4 
22:6 
Inconnu 

0,2% 
32,7% 
1,1% 
12,3% 
32,0% 
17,1% 
0,2% 
0,3% 
2,7% 
0,4% 
1,0% 

Cholestérol 

 

DiD  
1,1'-Dioctadecyl-3,3,3',3'-tétraméthylindodi-carbocya-
nine perchlorate 

 
 

 
 

b. Mise en place du protocole 

Le premier protocole d’électroformation dans un milieu de force ionique élevée, mis au point 
par l’équipe de Pott et Méléard [229] et transmis à l’équipe de Bagatolli, a été décrit dans la littérature 
en 2007 [230]. Un autre protocole avait été décrit deux ans plus tôt mais l’électroformation n’était pas 
faite directement en solution saline [231]. Les vésicules avaient d’abord été électroformées sur des 
lames d’ITO avec une solution de glycérol. Une solution saline (KCl 2 M) était ensuite infusée dans 
la chambre d’électroformation et le glycérol était alors lentement remplacé par cette solution à l’aide 
d’une pompe péristaltique. L’échange des molécules de glycérol et des ions à l’intérieur des GUVs 
était suivi par microscopie grâce à une différence d’indice de réfraction entre les deux solutions.  

Dans le cas du protocole décrit par Bagatolli et al. [230], la tension et la fréquence du champ 
électrique ont été modifiées pour rendre possible le gonflement direct de liposomes en solution saline 
(HEPES 25mM, NaCl 150mM - pH 7,2). La fréquence du champ électrique alternatif est maintenant 
fixée à 500 Hz au lieu des 10 Hz utilisés pour le protocole de formation dans les milieux de faible 

Figure 60 Lipides utilisés en proportions variables lors des expériences d’électroformation en tampon PBS. La structure de la 
phosphatidylcholine correspond à la 1-octadecanoyl-2-hexadecanoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (SPPC – 16:0-14:0). La 
composition reportée en pourcentage massique est celle donnée par le fournisseur (Avanti Polar, 840051). La notation x:y 
signifie qu’il y a x atomes de carbone dans la chaine et y insaturation(s). Le cholestérol est ajouté à l’Egg PC en proportions 
variables allant de 0 à 60 mol.%. Le marqueur fluorescent DiD est ajouté à hauteur de 0,1 mol.%.  
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force ionique. Quant à l’amplitude du champ électrique, trois étapes sont nécessaires : une première 
étape à 35 V.m-1 pendant 5 min, puis à 313 V.m-1 pendant 20 min et enfin à 870 V.m-1 pendant 90 
min. Ce protocole est adapté de celui de Pott et al. qui ne publie le sien pourtant qu’un an après [229]. 
La fréquence reste fixée à 500 Hz mais l’amplitude des champs électriques appliqués, de même que 
le support d’électrode sont différents (fils de platine pour Pott et lames ITO pour Bagatolli). Dans leur 
papier, Pott et al. ont décrit l’importance d’une séquence dans laquelle l’amplitude du champ élec-
trique doit être croissante au cours du temps. La première phase où l’amplitude augmente permet le 
gonflement du film de lipides et des premières vésicules commencent à apparaitre. Une seconde phase 
de croissance où les premières petites vésicules fusionnent pour en former de plus grosses est ensuite 
nécessaire (Figure 61).  

Le mécanisme permettant le gonflement de GUVs sous champs électrique alternatif n’a pas 
encore été entièrement élucidé, mais il est clair que les deux processus moteurs de cette technique 
sont les forces osmotiques et électrostatiques [223], [232], [233]. D’autres forces, tantôt attractives, 
tantôt répulsives entre deux bicouches, telles que les interactions de Van der Waals, les forces d’on-
dulation d’Helfrich [234] ou la pression dynamique de résistance aux mouvements sont cependant 
reportées mais ne dominent probablement pas le processus [232]. Ces différentes forces sont liées aux 
interactions entre dipôles, aux forces de viscosité ou d’inertie ou encore à des effets de perméabilité 
des membranes. L’effet des interactions électrostatiques entre le champ électrique et les bicouches 
commence par de premières observations. Angelova et Dimitrov ont montré en 1987 que les vésicules 
en croissance vibrent en résonnance avec la fréquence du champ électrique appliqué [235] ; puis un 
an plus tard, ils ont mis en évidence que l’électroformation à partir de lipides chargés n’est efficace 
que sur l’électrode de même charge que les lipides. De plus, ils évoquent que dans le cas de lipides 
zwittérioniques, les contre-ions sont attirés vers l’électrode et se placent dans la double couche de 
Stern ; la redistribution des contre-ions de lipides zwittérioniques a donc un effet significatif sur le 
processus de formation des vésicules [232]. A partir de ces observations, la théorie de l’électroosmose 
a été proposée [233], [236]. Le champ électrique serait alors responsable d’une agitation mécanique 
douce permettant d’assister les phénomènes d’osmoses déjà explicités, et donc la formation, puis fu-
sion et détachement des vésicules. Ce mouvement d’électroosmose est décrit comme perpendiculaire 
au film de lipides [236] (Figure 61 a). 

      

Le Tableau 6 résume les différents protocoles issus de la littérature qui sont comparés à celui 
mis en place au cours de ce projet. La procédure expérimentale complète est décrite en détails en 
annexe de ce manuscrit (Annexe II.1). 

 

a b 

Forces normales au 

plan des lipides 

Figure 61 Représentation schématique illustrant les 
étapes de la formation de vésicules géantes. (a) Crois-
sance des petites vésicules par pénétration de molé-
cules d’eau entre deux bicouches de lipides. Le flux 
contrôlé par électro-osmose est dirigé de façon nor-
male au plan des lipides [232], [236]. (b) Fusion des 
premiers liposomes due à l’encombrement et à des 
forces mécaniques, conduisant à la formation des 
GUVs. Adaptée de [257]. 
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 Séquence électrique Conditions expérimentales Ref 

Pott et al. 
- 50-1300 V.m-1, 500 Hz, 30 min 
- 1300 V.m-1, 500 Hz, 90 min 
- 1300 V.m-1, 500-50 Hz, 30-60 min 

- Lipides : SOPC  
- Electrodes : fils de Pt 
- Milieu : tampon Tris 10 

mM pH 7,4 + NaCl 100-
250 mM  

[229] 

Bagatolli et al. 
- 35V.m-1, 500 Hz, 5 min 
- 313 V.m-1, 500 Hz, 20 min 
- 870 V.m-1, 500 Hz, 90 min 

- Lipides : DOPC : DPPC 
(3:2) ou DOPC : DPPC : 
CHS (4:4:2) 

- Electrodes : lames d’ITO 
- Milieu : tampon Tris 10 

mM pH 7,4 + NaCl 100-
250 mM  

[230] 

Pavlic et al. 
- 250-333 V.m-1, 10 Hz, 5 min 
- 500-667 V.m-1, 10 Hz, 5 min 
- 750-1000 V.m-1, 10 Hz, 135 min 

- Lipides : SOPC 
- Electrodes : fils de Pt 
- Milieu : tampon phos-

phates 10 mM pH 7,4 + 
NaCl 137 mM + KCl 3 
mM 

[237] 

Lefrançois et al. 

- 260 V.m-1, 500 Hz, 5 min 
- 670 V.m-1, 500 Hz, 5 min 
- 1000 V.m-1, 500 Hz, 15 min 
- 1330 V.m-1, 500 Hz, 30 min 
- 1670 V.m-1, 500 Hz, 8h 

- Lipides : Egg PC ou Egg 
PC : CHS (différents ra-
tio)  

- Electrodes : fils et la-
melles de Pt et lames 
ITO 

- Milieu : tampon phos-
phates 10 mM pH 7,4 + 
NaCl 137 mM + KCl 3 
mM 

[238] 

Tableau 6 Résumé des différents protocoles d’électroformation en milieu de force ionique élevée disponibles dans la littérature 

La séquence électrique établie permet l’électroformation de GUVs à la fois sur lames ITO et 
sur électrodes de platine dans un tampon phosphate pH 7,4 de force ionique équivalente aux condi-
tions physiologiques (150 mM de sels monovalents au total, soit 300 mOsm). Cette séquence a été 
optimisée à partir des séquences existantes et comprend une phase d’environ 1 heure durant laquelle 
l’amplitude du champ électrique augmente régulièrement, puis une phase de gonflement à amplitude 
fixée à 1670 V.m-1 durant 8 à 10h. Sur la Figure 62 sont présentées les images réalisées en microscopie 
confocale des vésicules électroformées sur des lames d’ITO pour des compositions variables d’Egg 
PC et de cholestérol.  
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Les vésicules obtenues ont un diamètre compris entre 10 et 100 µm. La polydispersité des 
tailles est un phénomène inhérent à l’électroformation. Les vésicules les plus volumineuses sont si-
tuées le plus loin de la surface de l’électrode, c’est-à-dire au-dessus du film de lipides. Ceci se com-
prend facilement puisque lorsque les molécules d’eau commencent à s’intercaler entre les bicouches 
compactes de phopholipides, ce sont d’abord les premières couches du film qui commencent à se 
détacher. Peu à peu les molécules d’eau pénètrent le film de lipides plus en profondeur, créant un 
gradient de tailles des vésicules dans l’épaisseur du film de lipides. 

Par ailleurs, nous avons montré que ce protocole permet l’électroformation des GUVs com-
prenant jusqu’à 60 mol.% de cholestérol. Cette observation est en accord avec la limite de solubilité 
de ce dernier dans la phosphatidylcholine reportée à 66 mol.% [239]. Au-delà, le cholestérol précipite 
et forme des cristaux de cholestérol monohydraté pur (Figure 63). Bien que quelques vésicules soient 
visibles, elles sont peu nombreuses et de diamètres inférieurs à 20 µm. 

    

 

a b c 

d e f g 

Figure 62 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs électroformées sur lames d’ITO pour des com-
positions variables en Egg PC : cholestérol. (a) Egg PC seul. (b) Ratio 9:1, illumination en contraste interdifféren-
tiel à gauche et fluorescence émise à droite. (c) Ratio 4:1. (d) Ratio 7:3. (e) Ratio 3:2. (f) Ratio 1:1. (g) Ratio 2:3.  
Bar d’échelle = 50 µm. 

Figure 63 Image obtenue par microscopie confocale 
mettant en évidence la formation de cristaux de choles-
térol après électroformation d’un mélange de lipides 
contenant 30 mol.% d’Egg PC et 70 mol.% de cholesté-
rol. Cette observation est en accord avec la limite de so-
lubilité du cholestérol dans la phosphatidylcholine de 66 
mol.% [239]. Illumination en contraste interdifférentiel. 
Bar d’échelle = 50 µm 
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En parallèle de nos travaux, d’autres équipes ont également développé d’autres protocoles 
d’électroformation en solution de force ionique élevée. C’est notamment le cas de M. Breton et al. 
qui ont établi un protocole d’électroformation sur lames d’ITO (distance inter-électrode = 1,5 mm) et 
en tampon PBS contenant du sucrose (sucrose 240 mM, NaCl 1 mM, KH2PO4/K2HPO4 1 mM, pH 
7,4) [240]. Trois lipides sont utilisés : le DOPC (a), le DLPC (b) (1,2-Dilauroyl-sn-glycero-3-phos-
phorylcholine) et le DHAPC (c) (1,2-Didocosahexaenoyl-sn-glycero-3-phosphocholine). L’ampli-
tude du champ électrique a été adaptée pour chaque lipide. Leur protocole est présenté sur la Figure 
64 : 

 
Figure 64 Représentation schématique du protocole d’électroformation en conditions salines proposé par Breton et al. [240]. 

La seconde étape du protocole a été effectuée pour deux durées différentes (3 h ou 18 h) car 
cette étude se concentre sur l’effet du champ électrique sur l’oxydation des phospholipides. Les au-
teurs ont mis en évidence que l’exposition des lipides à un champ électrique trop intense ou pendant 
un trop prolongé conduisait à leur oxydation ayant pour principal effet de réduire le diamètre des 
vésicules (entre 25 et 40% de lipides oxydés) voire de les faire éclater (> 40% de lipides oxydés). 

Par ailleurs, Q. Li et al. ont mis au point un protocole d’électroformation sur lame d’ITO avec 
du DOPC et en PBS (KH2PO4 5 mM, Na2HPO4 5 mM, NaCl 150 mM, pH = 7,4) au cours duquel le 

champ électrique est fixé à 833 V.m-1, 1 kHz pendant 2h à 45 ◦C. Ils ont obtenu un grand nombre de 
vésicules géantes, à 95% unilamellaires. Ils se sont également intéressés à l’influence de quatre para-
mètres sur la formation des vésicules géantes pour différentes compositions de lipides et en solution 
saline (NaCl) : l’amplitude du champ électrique alternatif, la fréquence du champ, la concentration en 
NaCl et la température. Tout d’abord, il est reporté que lorsque l’amplitude du champ électrique est 
augmentée, il faut également augmenter la fréquence de celui-ci pour obtenir des vésicules (Figure 
65).  
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Figure 65 Diagrammes de phase de la fréquence en fonction de l’amplitude du champ électrique appliqué au cours de l’élec-
troformation de GUVs dans NaCl 100 mM pour trois lipides : (a) DOPC, (b) DMPC, (c) DOPS. Les régions avec les croix repré-
sentent des zones où aucune vésicule n’a été formée tandis que les zones avec les cercles représentent les domaines où des 
GUVs ont été formées avec des rendements variables. La température est fixée à 45°C. [241]. 

Le champ électrique entre les deux électrodes a été simulé pour le protocole classique d’élec-
troformation (5V, 10 Hz, pour une distance inter-électrode de 3 mm). Les auteurs expliquent qu’un 
champ électrique intense induit la formation d’une double couche électronique (couche de Stern) au 
niveau de l’électrode ce qui expliquerait pourquoi il est difficile de former des vésicules avec des 
lipides chargés dans ces conditions. Leur explication est cohérente avec les observations et hypothèses 
qu’Angelova et Dimitrov avaient formulées 30 ans plus tôt. Cependant, quand la fréquence du champ 
est élevée, des perturbations de la couche conduisent à une diminution de l’intensité locale du champ 
électrique à la surface de l’électrode [242]. Par ailleurs, à l’interface entre le film de lipides et la 
solution d’hydratation (NaCl 100 mM dans ce cas), le champ électrique provoquerait des fluctuations 
à l’origine de la formation des vésicules (électroosmose). Ces fluctuations seraient dues à une tension 
de surface négative et à la différence de potentiels appliquée entre les deux électrodes et sont, en 
première approximation, proportionnelles au carré de l’amplitude du champ électrique et inversement 
proportionnelles au carré de la fréquence du champ, à l’interface lipides/solution [243]. Ainsi, quand 
la fréquence augmente, les fluctuations de la membrane diminuent, ce qui, d’après les auteurs, expli-
querait pourquoi aucune vésicule ne soit formée au-delà d’une certaine fréquence (Figure 65). 

Ensuite, c’est l’effet de la concentration en sels dans la solution d’hydratation qui est discuté. 
Ils ont mis en évidence qu’il existe une concentration en sels optimales permettant la formation de 
vésicules avec un diamètre maximal pour trois compositions de lipides (Figure 66). Les auteurs ex-
pliquent qu’il existerait une compétition entre une perturbation de la séparation des bicouches de 
phospholipides à cause d’un effet d’écrantage électrostatique en présence de sels [244] et une action 
synergétique entre les électrolytes qui augmenteraient la conductivité et les effets du champ électrique 
(tension de surface négative et différence de potentiels).  

a 

b 

c 
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Figure 66 Evolution du diamètre de GUVs formées à partir de (a) DOPC, (b) DMPC (1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphoryl-
choline) et (c) DOPS (1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serine) en fonction de la concentration en  NaCl. L’amplitude du 
champ électrique alternative est fixée à 2,5 V (a,b) ou 10 V (c) et la fréquence à 1 kHz pour la formation des GUVs. T = 45°C. 
[241]. 

Enfin, le protocole d’électroformation développé par Li et al. est en accord avec la théorie sur 
la fluidité des membranes en fonction de la température. Ils ont observé que le diamètre des GUVs 
formées augmente avec la température ; observation justifiée par une diminution du module de rigi-
dité de la membrane la rendant plus fluide, et facilitant donc le mouvement des lipides lors de l’élec-
troformation [245]. 

c. Limitations 

L’encapsulation de molécules au sein des GUVs au cours de leur électroformation est possible 
mais reste cependant limitée à de petites molécules ou des enzymes à de faibles concentrations. En 
effet, au cours du gonflement, les molécules d’eau s’intercalent entre deux bicouches lipidiques mais 
l’espace nécessaire à la diffusion de plus grosses molécules est difficilement atteint. C’est pourquoi, 
bien qu’étant une technique efficace, l’électroformation est très sensible au milieu d’hydratation uti-
lisé et le succès de l’expérience n’est pas garanti en cas de modification de la composition.  

Nous avons cherché à encapsuler l’enzyme NO-Synthase inductible (domaine oxygénase, 42 
kDa [111]) au cours de l’électroformation et avons montré que la concentration est limitée à seulement 
5 µM (Figure 67 a). Au-delà, quasiment aucune vésicule n’est obtenue (Figure 67 b) : l’enzyme pour-
rait venir se placer entre deux feuillets bloquant ensuite le passage des molécules d’eau [227].  

 

 

 

a b c 

a b 

Figure 67 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs électroformées en tam-
pon phosphates 10 mM pH 7,4 contenant la iNOS oxygénase (iNOSoxy, 42 kDa) à deux 
concentrations : (a) iNOSoxy 5 µM ou (b) iNOSoxy 10 µM. Illumination en contraste in-
terdifférentiel. 
Bar d’échelle = 50 µm. 
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La distance entre les deux électrodes est également limitée. En effet, nous avons mis en évi-
dence que la distance entre les deux électrodes ne pouvait pas être inférieure à 2 mm lorsque l’hydra-
tation est faite en tampon physiologique. L’idée de réduire la distance entre les deux électrodes a été 
émise dans le but de réduire le volume de la chambre d’électroformation, et donc les quantités des 
constituants (lipides, sondes, enzymes…). Après formation, récupération et transfert, les GUVs obte-
nues en conditions salines ne peuvent pas profiter d’une sédimentation par différence de densité 
comme utilisé grâce au sucrose et au glucose (voir paragraphe I.1 et Figure 55) et sont soumises aux 
seuls mouvements de convection. Ainsi, le dépôt d’un faible volume de solution concentrée en GUVs 
sur un substrat modifié pour immobiliser les vésicules permettrait d’augmenter la probabilité de ren-
contre entre une vésicule et le substrat. Habituellement, dans tous les protocoles d’électroformation, 
la distance entre les deux électrodes (lames d’ITO ou platine) est fixée à 2 ou 3 mm sans que cette 
distance ne soit justifiée. Cependant, si la distance entre ces deux électrodes est réduite, alors le vo-
lume de la solution d’hydratation sera moindre. De plus, en augmentant la surface de dépôt du film 
de lipides, la concentration en vésicules dans la solution sera d’autant plus élevée (Figure 68). Nous 
avons constaté qu’une distance limite de 2 mm entre les deux électrodes est nécessaire pour obtenir 
des GUVs pour les compositions de lipides utilisées et seulement dans le cas d’une électroformation 
en PBS (pH 7,4). Dans le cas d’un gonflement dans l’eau ou dans une solution de sucrose, cette 
limitation n’est pas rencontrée et il est possible de réduire la distance inter-électrode à 0,5 mm. Dans 
le cas d’une solution saline, une hypothèse liée à l’impossibilité de former des vortex dus au champ 
électrique est envisageable lorsque les deux électrodes sont trop proches, sans qu’une investigation 
plus précise n’ait été effectuée au cours des recherches effectuées pendant cette thèse. Néanmoins, 
quelques éléments intéressants pouvant expliquer ce phénomène sont reportés dans la littérature.   

 

Tout d’abord, l’application d’un champ électrique entre deux électrodes séparées par une so-
lution contenant des ions induit une modification de la conductivité par rapport à un milieu ne conte-
nant pas d’ions (eau pure ou sucrose). La formation d’une double couche ionique au niveau de l’élec-
trode est un phénomène bien connu lorsqu’une solution est polarisée par l’application d’une diffé-
rence de potentiels (voir Chapitre 1, paragraphe 3.b.i). 

Ce modèle de la double couche est valable pour des champs électriques continus ou alternatifs 
de faible fréquence. Dans le domaine de l’étude des flux induits par l’électroosmose, il est fait état de 

Figure 68 Représentation schématique des deux chambres d’électroformation mettant en évidence la 
différence de volume de solution d’hydratation à utiliser et la surface disponible pour le dépôt de lipides. 
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phénomènes électrocinétiques non linéaires sous champ électrique alternatif induisant des flux et la 
formation de vortex au sein de solutions salines (Alternative Current Electro Osmosis = ACEO) [246]. 
Le mouvement de particules micrométriques a été observé de manière localisée au sein de solutions 
ioniques soumises à un champ électrique, ce qui a pour effet d’entrainer leur ségrégation : des flux 
microfluidiques sont décrits. Ces observations ont permis le développement d’une théorie complexe 
mais sont, pour la majorité, basées sur un système d’électrodes coplanaires (Figure 69) [247]–[251], 
ce qui diffère de la configuration utilisée dans le cas de l’électroformation.  

  

 

Cependant, certaines études se sont intéressées au phénomène d’ACEO entre deux électrodes 
planes parallèles asymétriques (c’est-à-dire avec une électrode plus petite que l’autre) (Figure 70 b) 
[252]–[254]. Au-delà de la configuration des électrodes, ce qui est important pour former des flux au 
sein d’une solution ionique par ACEO est que la composante tangentielle du champ électrique doit 
être en phase avec la polarisation : la force de Maxwell tangentielle induite et le flux conduisent à la 
formation de deux vortex de taille équivalente tournant dans des sens opposés à la surface des élec-
trodes (Figure 70) [247], [251], [252]. 

 

 

La description des phénomènes physiques liés à l’ACEO se base sur un modèle RC (résis-
tance-condensateur) dans lequel la double couche électronique est décrite comme le condensateur 
alors que la solution est vue comme une résistance au champ électrique (voir Chapitre 1, paragraphe 
3.b.i). 

Le paramètre de fréquence du champ alternatif influence le flux obtenu par ACEO. D’une 
part, si la fréquence est trop élevée, la cinétique de diffusion des ions au sein de la solution n’est pas 
suffisamment rapide pour permettre une réorganisation des charges à chaque changement de polarité 

a b 

Figure 69 Electroosmose sous champ électrique alternatif généré par la charge d’une paire d’électrodes coplanaires. 
Mouvement de flux et charges induites à la surface de l’électrode pendant (a) la demi-période où la cathode est à 
gauche et l’anode à droite et (b) la demi-période où les polarités des électrodes sont inversées. [251]. 

a b 

Figure 70 Electroosmose sous champ électrique alternatif généré par la charge (a) d’une paire 
d’électrodes coplanaires asymétriques et (b) d’une paire d’électrode planaires asymétriques en 
parallèle. Le mouvement du flux et les vortex formés sont schématisés par des flèches en pointillés 
bleus. D’après [252]. 
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et la double couche électronique ne peut pas être formée ; autrement dit, l’impédance électrique du 
condensateur est faible et c’est la résistance au sein de la solution qui domine. D’autre part, si la 
fréquence est trop faible, l’impédance du condensateur est élevée c’est-à-dire que la double couche 
électrique écrante le champ électrique ce qui empêche la formation du champ électrique tangentiel et 
aucun flux n’est observé. Cette description est en bon accord avec l’étude en fréquence proposée par 
Li et al. sur l’électroformation (Figure 65). 

Pour générer des flux par ACEO, il est décrit que la fréquence doit être proche de l’inverse 
de la constante de temps d'un circuit RC (1/RC avec R = résistance et C = capacitance), c’est-à-dire 
proche de la fréquence de relaxation de la double couche [246], [252], [254]. Une fréquence optimale 

(𝑓𝑜𝑝𝑡) est donnée dans les travaux de Chiou et al. par : 

𝑓𝑜𝑝𝑡 =
1

2𝜋

𝜎

휀

𝜆𝑑

𝐿
 

où 𝜎 (S.m-1) est la conductivité du milieu, 휀 (F.m-1) est la permittivité du milieu, 𝜆𝑑 (m) est l’épaisseur 

de la double couche et 𝐿 (m) est l’épaisseur de la couche de solution [254]. Cette expression relie 
alors la fréquence optimale à la distance inter-électrode : ainsi quand cette distance diminue, la fré-
quence nécessaire pour générer des vortex augmente. Dans le cas présenté sur la Figure 68, la distance 
initiale est de 3 mm et passe à 0,5 mm, ce qui signifie que la fréquence optimale augmente d’un 
facteur 6. Le calcul de la fréquence optimale peut être estimé dans une première approximation à 
environ 1,2 kHz dans le cas d’une distance inter-électrode de 3 mm et à environ 7,2 kHz pour 0,5 mm 

de distance (calculée à partir de 𝜎 = 15,5 mS.cm-1, 휀 = 6,9.10-10 F.m-1 et  𝜆𝑑 = 10 nm).  

Dans notre cas, la théorie de l’ACEO pourrait éventuellement s’appliquer à cause de la géo-
métrie de notre chambre d’électroformation. En effet, la chambre utilisant un espaceur de 3 mm pos-
sède une asymétrie telle que montrée sur la Figure 70 où les électrodes sont en parallèle mais où une 
surface d’électrode est plus petite que l’autre. Ceci induirait alors une modification des lignes de 
champ et la formation de vortex facilitant ainsi l’électroformation. Lorsque la distance inter-électrode 
est fixée à 0,5 mm, la chambre d’électroformation ne possède pas cette asymétrie donc aucun vortex 
ne peut être formé.  De plus, quand la distance diminue, la fréquence doit être augmentée pour générer 
un effet d’électroosmose suffisant pour permettre d’écranter l’effet de la double couche électronique, 
or les essais réalisés jusqu’à présent ont été effectués à la fréquence fixe de 500 Hz quelle que soit la 
distance inter-électrode. Ainsi, dans le futur, il serait intéressant de faire des essais d’électroformation 
en appliquant le protocole mis au point au laboratoire mais en créant une asymétrie de surface entre 
deux électrodes distantes de 0,5 mm ou alors en augmentant la fréquence du champ électrique alter-
natif. 

Par ailleurs, un autre des problèmes de l’électroformation souvent reporté est lié à l’oxydation 
des lipides au cours de l’électroformation. Le champ électrique alternatif impose d’appliquer des po-
tentiels relativement élevés pouvant oxyder les lipides notamment au niveau des insaturations [255], 
[240]. L’équipe de Mir et al. a mis en évidence des phénomènes de peroxydation des phospholipides. 
Ils insistent notamment sur l’importance du choix des lipides pour l’utilisation de l’électroformation 
et ont démontré que plus il y a d’insaturations sur les chaines carbonées des phospholipides, plus ces 
derniers seront sujets à ces phénomènes d’oxydation [240]. De plus, l’oxydation d’une insaturation 
entraîne la formation d’un radical pouvant se propager et créer une réaction de proche en proche sur 

(37) 
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les chaines voisines [256]. Cependant, au-delà de 25% d’oxydation des lipides, les vésicules com-
mencent à changer de formes et à partir de 40%, elles éclatent [240]. Le report de ces observations 
permet la garantie d’un taux de peroxydation inférieur à 25% dans le cas où aucune déformation n’est 
observée.   

Enfin, le dernier inconvénient lié à notre protocole d’électroformation de vésicules en condi-
tions physiologiques est le temps. En effet, bien que le protocole mis au point soit simple et permette 
d’obtenir un grand nombre de vésicules, il nécessite une dizaine d’heures de préparation, ce qui 
n’autorise que peu d’expériences par jour.  

 

La synthèse de microréacteurs biomimétiques par électroformation a été optimisée pour pro-
duire des vésicules unilamellaires géantes avec un haut rendement et ce, sur différents supports 
d’électrodes. Cependant, quelques limitations, en plus de celles évoquées jusqu’ici, subsistent quant 
à l’exploitation des vésicules électroformées, telles que, la présence d’une protrusion au pied de la 
vésicule qui reste partiellement ouverte vers la solution extravésiculaire, de même que l’impossibilité 
de transférer suffisamment de GUVs. D’autres techniques de formation des GUVs ont alors été étu-
diées.   
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II. Hydratation sur gel de poly(acétate de vinyle) 

1. Introduction 
La formation de vésicules unilamellaires géantes par hydratation de film a d’abord été déve-

loppée par hydratation d’un film d’agarose [257]. L’avantage de cette technique réside en premier 
lieu dans sa simplicité de mise en œuvre, ainsi que dans l’indifférence de la force ionique de la solu-
tion d’hydratation utilisée. Cette technique consiste à hydrater un film hybride d’agarose et de lipides 
et permet la formation de GUVs en 1h. Cependant, quelques inconvénients subsistent, d’où le déve-
loppement de l’hydratation sur gel poly(acétate de vinyle) (PVA) [258]. En effet, les lipides sont 
intimement mélangés au gel d’agarose sur toute son épaisseur ce qui a pour effet de diminuer le ren-
dement de formation des vésicules par rapport à l’électroformation. De plus, des traces d’agarose sont 
observées dans et sur la membrane des vésicules obtenues. Une étude a montré que ces vésicules 
présentent des propriétés particulières de perméabilité dues à la présence d’agarose [259]. 
Notamment, des expériences d’électroporation ont été menées et ont révélé un temps de relaxation 
dynamique plus important en présence d’agarose. Il est également décrit la possibilité de purifier les 
vésicules de l’agarose par chauffage à 70°C pendant 2h. 

 

Plus tard, l’équipe de Marques a mis au point le procédé d’hydratation sur gel de PVA qui a 
l’avantage d’éviter une contamination de la membrane par le gel [258]. Nous avons reproduit cette 
technique pour former des GUVs en conditions physiologiques. 

  

a 

b 

c 

Figure 71 Représentation schématique du protocole de formation de liposomes par hydratation d’un film hybride d’agarose 
et de lipides. (a) Formation du film d’agarose. (b) Dépôt des lipides sur le film d’agarose. (c) Hydratation du film hybride aga-
rose-lipides et formation de liposomes. [257] 
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2. Dynamique du gel 
L’hydratation sur gel de PVA consiste à hydrater un film sec de phospholipides déposé sur 

un gel de PVA préalablement séché. Le PVA utilisé doit être entièrement hydrolysé et de forte masse 
molaire (M > 100.103 g.mol-1). Quant au mécanisme de gonflement des vésicules, il est décrit que la 
solution d’hydratation pénètre entre les bicouches comme c’est le cas pour la technique d’hydratation 
douce mais la présence du PVA diminue drastiquement le temps nécessaire pour l’obtention de GUVs 
car les molécules d’eau peuvent également pénétrer le gel de PVA et hydrater le film de lipides éga-
lement par le bas (Figure 72).  Les deux modes de transport de l’eau lors de l’hydratation sur un 
substrat classique (verre) sont la pénétration entre deux bicouches ou via le film de lipides. Lorsque 
l’hydratation est obtenue sur gel de PVA, celui-ci absorbe l’eau à cause du fort gradient de potentiel 
chimique présent entre la solution et le gel sec [258].  

 

Par ailleurs, pour un temps de préparation équivalent à l’hydratation sur gel d’agarose, cette 
technique permet la formation d’un plus grand nombre de vésicules du fait de l’absence de mélange 
entre le gel et les lipides. Cette propriété a été mise en évidence par gonflement de GUVs sur un gel 
PVA modifié de manière covalente avec un fluorophore (DTAF : dichlorotriazinyl aminofluores-
céine). Après formation des vésicules, aucune trace de fluorescence n’a été observée au niveau de la 
membrane ou à l’intérieur des GUVs. Ce comportement particulier est lié à la faible capacité du PVA 
(M > 100.103 g.mol-1) à se dissoudre dans un milieu aqueux par rapport à d’autres gels physiques 
[260], [261]. 

 Dans le cas de leur étude, Marques et al. ont formé des GUVs à partir de différents lipides 
synthétiques zwittérioniques (DOPC, DPPC : Dipalmitoylphosphatidylcholine), anioniques (DOPG : 
1,2-di-(9Z-octadecenoyl)-sn-glycero-3-phospho-(1'-rac-glycerol) ; DOPS : 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-
3-phospho-L-serine) ou encore cationiques (DOTAP : N-[1-(2,3-Dioleoyloxy)propyl]-N,N,N-tri-
methylammonium). Toujours dans l’idée de synthétiser un microréacteur biomimétique dont la com-
position de la membrane soit proche de celle d’une cellule, nous avons choisi d’appliquer ce protocole 
d’hydratation avec l’extrait naturel (Egg PC) et la solution d’hydratation reste le tampon phosphate 
(10 mM pH 7,4) déjà utilisé lors des expériences d’électroformation. La formation de GUVs à partir 
d’un mélange Egg PC cholestérol à 4:1 en présence d’un lipide fluorescent (DiD) est illustrée sur la 
Figure 73.  

Figure 72 Représentation schématique des voies de pénétration des molécules d’eau au sein du film de lipides sur 
du verre et sur un gel poly(acétate de vinyle) (PVA). [258] 
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Comme lors de l’électroformation, le gonflement des GUVs commencent par la formation de 
petites vésicules qui fusionnent pour en former de plus grandes (Figure 74). De plus, un fort ancrage 
de la vésicule sur le gel est constaté et des défauts à ce niveau sont souvent observés (Figure 74 b). 
Ce dernier point empêche fortement le transfert des vésicules sur un autre support.  

  

 

Dans la suite de l’exploitation de ce type de vésicules, nous avons été rapidement confrontés 
à des problèmes de comportement des GUVs à la microinjection, limitant fortement leur spectre d’uti-
lisation. C’est pourquoi nous avons finalement choisi de développer une troisième technique de for-
mation de vésicules géantes basée sur la déshydratation-réhydratation de petites vésicules multilamel-
laires. 

 

  

Figure 73 Images de microscopie confocale des GUVs formées par réhydratation de film PVA. La membrane est composée 
d’un mélange Egg PC : cholestérol (4:1) et est marquée avec un lipide fluorescent (DiD) (0,1 mol.%). Illumination en con-
traste interdifférentiel à gauche et en fluorescence à droite. Bar d’échelle = 10 µm. 

1h 

a b Fissures au sein du gel 

Figure 74 Images de microscopie confocale illustrant l’évolution des vésicules au cours de la for-
mation de GUVs par hydratation de gel PVA. (a) t = 2 min après hydratation. (b) t = 60 min après 
hydratation. Superposition des canaux d’illumination en contraste  interdifférentiel et en fluores-
cence. Bar d’échelle = 50 µm. 
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III. Réhydratation de vésicules multilamellaires 

1. Introduction 
La dernière technique de formation de GUVs présentée dans cette partie est celle qui nous a 

permis d’obtenir des vésicules avec les propriétés les plus intéressantes pour la suite du projet. Elle 
est basée sur la réhydratation d’un film de lipides obtenu par séchage d’une solution de petites vési-
cules unilamellaires (SUVs). Cette méthode est basée sur le protocole décrit pour la première fois par 
Criado et Keller en 1987 [262]. Elle a ensuite été optimisée par l’équipe d’Orwar et permet le gonfle-
ment de vésicules unilamellaires géantes jumelées à des vésicules multilamellaires [263].   

2. Gonflement de vésicules unilamellaires géantes sur un réservoir de lipides 
a. Composition et propriétés des lipides 

Le protocole décrit ci-après est détaillé dans la littérature et est applicable en l’état pour une 
composition de lipides donnée [264]. Il s’agit d’un mélange de lipides extraits du soja (SoyBean polar 
Lipids extract, SBL) (Figure 75). Cet extrait est solubilisé à 10 mg.mL-1 dans du chloroforme puis ce 
dernier est condensé à l’aide d’un évaporateur rotatif jusqu’à élimination de toute trace de solvant, 
c’est-à-dire pendant 3 à 5h (Figure 76). Un tampon phosphate (Trizma base 5 mM, K3PO4 30 mM, 
KH2PO4 30 mM, MgSO4 1 mM, EDTA 0,5 mM, pH 7,4) est ajouté et la solution est placée à 4°C 
pendant 12h. Une réhydratation douce permet alors la formation de vésicules dont la taille n’est pas 
contrôlée. Du glycérol à 1 vol.% est ajouté puis la solution est placée dans un bain à ultrasons pendant 
5 à 10 minutes. La solution passe de claire à turbide. Ce mélange est ensuite aliquoté, placé à -20°C 
et peut être conservé pendant 6 mois [264]. Les références des produits sont données en Annexe I.1. 

  

 
Figure 75 Structure générale et composition des différents lipides présents dans l’extrait polaire de soja (données du fournis-
seur). 6,9 wt/wt% de l’extrait ne sont pas identifiés. La longueur des chaines hydrocarbures et le nombre d’insaturations sont 
variables. PC = phosphatidylcholine ; PE = phosphatidyléthanolamine ; PI = phosphatidylinositol ; PA = acide phosphatidique. 
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Bien que ne contenant pas de cholestérol, cette composition naturelle de plusieurs phospholi-
pides tend à se rapprocher au plus près de la composition des membranes cellulaires. Cependant, il 
est important de noter que l’utilisation de compositions en lipides complexes pour la formation des 
vésicules entraîne également des modifications des propriétés physico-chimiques des membranes, 
qu’il est nécessaire de prendre en compte dans l’interprétation des résultats. En effet, chacun de ces 
lipides possèdent une température de transition Tm différente ainsi qu’un rayon de courbure variable. 

Le rayon de courbure d’un lipide est défini par le facteur de forme de celui-ci. Le facteur de forme 𝑃 

peut être décrit comme une fonction de la surface de la tête polaire 𝑎0 (m2), du volume des chaines 

hydrocarbures 𝑣 (m3) et de la longueur effective maximale des queues hydrophobes de la molécule 𝑙𝑐 
(m). Il s’exprime selon : 

𝑃 =
𝑣

𝑎0𝑙𝑐
 

Trois rayons de courbure sont alors définis en fonction de la valeur de ce facteur de forme : 

quand 𝑃 < 1, le rayon de courbure est positif ; quand 𝑃 = 1, le rayon de courbure est nul et quand 

𝑃 > 1, le rayon de courbure est négatif. La Figure 77 décrit les différentes géométries associées aux 
différentes gammes de facteurs de formes [265]. 

Figure 76 Représentation schématique du protocole de fabrication de la suspension de départ (solution de SUVs) pour 
la formation de GUVs par déshydratation-réhydratation. 

(38) 
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La formation de vésicules sphériques à partir d’un tel mélange impose une courbure positive 
aux lipides du feuillet externe et négative aux lipides du feuillet interne [266] (Figure 78).  

     

Dans le cas des GUVs, l’effet du rayon de courbure des lipides est moins important que dans 
le cas de petites vésicules [267] (Figure 79) mais rappelons que le procédé utilisé pour la formation 
des vésicules géantes passent par la formation de SUVs. L’organisation des lipides au sein de la mem-
brane en domaines où certains lipides seraient ségrégués est donc une hypothèse envisageable. Ce-
pendant, cet aspect n’a jamais été étudié au cours du projet. 

 

 

Figure 77 Géométries de lipides et formes des auto-assemblages associés en fonction de la 
valeur du facteur de forme P. Adaptée de [265]. 

a b 
Figure 78 Mécanisme de déformation d’une 
membrane phospholipidique. Le rayon de cour-
bure de la membrane peut être influencé par la 
composition (a) des chaines hydrocarbures et 
(b) des groupements polaires. D’après [266]. 

a b c 

Figure 79 Représentation schématique des tailles comparées de différentes types de vésicules : (a) géante multilamellaire, 
(b) large unilamellaire et (c) petite unilamellaire. Un zoom au niveau de la membrane illustre la courbure générale de celle-
ci pour chacune des tailles de vésicules. Adaptée de [267]. 
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Des études ont montré que la ségrégation de lipides en domaine existe en présence de certaines 
protéines, notamment les flippases (protéines permettant le passage d’un phospholipide d’un feuillet 
à l’autre) [266] ou de la toxine cholérique [268]–[270], mais la communauté scientifique ne s’accorde 
pas quant à l’effet réel du rayon de courbure des lipides sur cette dispersion. Certains évoquent que 
l’entropie domine sur l’effet énergétique de la courbure des lipides [270], [271] alors que, par ailleurs, 
d’autres démontrent qu’un comportement coopératif des lipides est suffisant pour compenser l’entro-
pie [269]. De nombreuses publications traitent de la ségrégation lipidique dans des compositions 
mixtes. Le mécanisme proposé est lié aux différentes températures de transition des lipides et entraine 
une organisation des lipides en phases liquide ordonnée (Lo) ou liquide désordonnée (Ld) [268]. En 
fonction de l’état physique de la membrane, celle-ci adopte différentes capacités à se courber et il en 
résulte la coexistence de domaines au sein d’une même membrane [272], [273]. Ces effets sont par-
ticulièrement étudiés dans le but de comprendre les mécanismes de transport des lipides et des pro-
téines au niveau des membranes cellulaires. De nombreux phénomènes de déformation membranaire 
ont été mis en évidence tels que les effets de bourgeonnement de la membrane (membrane budding) 
[273], [274] (Figure 80 a, b) ou encore les radeaux lipidiques (lipid rafts) [275] (Figure 80 c, Figure 
81) pouvant être à l’origine de phénomènes de fusion ou fission de la membrane [276]. Finalement, 
la question de savoir quel phénomène induit l’autre n’est pas évident et est toujours sujet à débat. 
D’une part, la ségrégation des lipides en domaines s’expliquerait d’abord par l’apparition de phases 
due à des températures de transition différentes. Ces phases permettraient à la membrane d’adopter 
différentes courbures et de créer des zones promptes aux phénomènes de fusion ou fission. D’autre 
part, certains défendent le point de vue d’une ségrégation induite directement par la courbure de la 
membrane avec une composition lipidique proche d’une ligne de transition de phase [270]. 

 

 

a b c 

Figure 80 Représentation schématique de la fission d’une membrane par bourgeonnement (budding) et formation d’un radeau 
lipidique. (a) Etapes clés du bourgeonnement conduisant à la fission de la membrane. (b) Mise en évidence de la formation 
d’un radeau lipidique circulaire autour de la zone de bourgeonnement dû à une forte modification du rayon de courbure de la 
membrane. (c) Zoom sur la zone du radeau lipidique formé, majoritairement composé de cholestérol et de sphingomyéline sur 
le feuillet extravésiculaire (rayon de courbure négatif). D’après [351]. 
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Bien que ces effets aient été mis en évidence dans des conditions bien particulières en termes 
de composition membranaire (présence de cholestérol notamment) et température, il n’est pas exclu 
qu’une telle ségrégation apparaisse au sein des membranes des liposomes géants obtenus par déshy-
dratation-réhydratation dans les conditions présentées dans ce manuscrit, en particulier lors des expé-
riences de microinjection qui seront décrites dans le Chapitre 3. 

b. Gonflement de vésicules 

Le gonflement des vésicules est obtenu par déshydratation puis réhydratation en milieu tam-
ponné de la suspension de SUVs obtenue à partir de l’extrait naturel de soja (Figure 76). Contraire-
ment aux protocoles usuels de déshydratation-réhydratation, il s’agit à cette étape d’évaporer l’eau 
contenue dans la suspension aqueuse et non un solvant organique. Puisque cette solution de SUVs a 
été préparée dans un tampon, des cristaux de sels sont alors piégés dans le film de lipides au moment 
de la déshydratation. Un énorme gradient osmotique est alors créé au moment de la réhydratation. 
Les molécules d’eau diffusent entre les bicouches pour compenser ce déséquilibre osmotique, per-
mettant la séparation des bicouches et la formation des vésicules géantes. La solution de réhydratation 
est le tampon utilisé pour toutes les techniques employées jusqu’à présent (tampon phosphate à pH 
7,4 à 150 mM de sels au total, soit 300 mOsm ; détail de la composition donné en Annexe I.1). Ce 
protocole permet de former un grand nombre de vésicules en peu de temps puisqu’après réhydratation, 
seulement une dizaine de minutes sont nécessaires pour obtenir un grand nombre de GUVs souvent 
jumelées à de plus petits réservoirs de lipides (Figure 82). 

Ce protocole de formation de liposomes géants a été à l’origine adapté de la méthode déve-
loppée par Criado et Keller en 1987 [262], puis a été optimisé par Orwar et al. [263]. Le premier 
avantage de cette technique réside dans la faible quantité de lipides nécessaire à la préparation de 
plusieurs centaines de vésicules. Ensuite, ces vésicules ont été jugées unilamellaires par deux tech-
niques : d’une part, par microscopie confocale laser à balayage par addition d’un fluorophore dans la 
membrane (N-3-Triethylammoniumpropyl-4-(4-(dibutylamino)-styryl)pyridinium dibromide = FM 
1-43). Cette méthode permet de déterminer la lamellarité des vésicules par l’analyse unidimensionelle 
du plan équatorial d’une vésicule. D’autre part, l’analyse en microscopie électronique à balayage de 
vésicules immobilisées dans un gel a confirmé l’unilamellarité des vésicules [263].  

Figure 81 Représentation schématique de 
l’hétérogénéité des membranes biologiques. 
Les différentes espèces lipidiques sont repré-
sentées par des couleurs différentes. D’après  
[352]. 
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La majorité des vésicules formées sont connectées par des nanotubes soit au réservoir de li-
pides, soit à d’autres GUVs (Figure 82 a, b, Figure 83) et d’autres vésicules sont libres (Figure 82 c, 
d). Après une quinzaine de minutes de stabilisation, une partie des vésicules connectées par des na-
notubes ont fusionné entre elles pour minimiser l’énergie libre créée au niveau du nanotube (Figure 
83) [277]. En effet, comme dans le cas d’une SUV par rapport à une GUV, il existe une importante 
différence de courbure de la membrane au niveau du nanotube par rapport à la vésicule. L’énergie de 
surface d’une structure tubulaire est proportionnelle à la longueur du tube et inversement proportion-
nelle au rayon du tube, c’est pourquoi en deçà d’une certaine distance entre deux vésicules connectées 
par un nanotube, celui-ci se rétracte entrainant la fusion des deux compartiments par minimisation de 
l’énergie de surface [277] (Figure 84). 

 

a 

d c 

b 

Figure 82 Images obtenues par microscopie à contraste interdifférentiel de GUVs formées par réhydratation d’une 
suspension de SUVs en tampon physiologique (PBS). 
Bar d’échelle = 50 µm. 
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c. Exploitation de ce type de vésicules 

Après formation des vésicules et stabilisation du système, les GUVs sont transférées et im-
mobilisées sur un substrat. Cette étape présente l’avantage majeur de dispersée les vésicules sur une 
plus large surface et rend l’exploitation d’une vésicule unique bien plus aisée (Figure 85). Par ailleurs, 
la légère turbulence issue de la récupération de la solution permet de rompre les nanotubes inter-
vésicules restants. Ceci permet de s’assurer de la stabilité des vésicules après transfert. 

    

Cependant, cette étape peut également conduire à la rupture des vésicules si les turbulences 
sont trop importantes. Il est donc nécessaire de prendre un maximum de précautions. La récupération 
de la solution contenant les vésicules se fait à l’aide d’une seringue en plastique de 1 mL équipée 
d’une aiguille de section 1,1 mm et de 1 cm de longueur. La large section et faible longueur de l’ai-
guille limite les effets de turbulence et l’utilisation d’une seringue de 1 mL permet de limiter la dé-
pression dans le corps de celle-ci lorsque la solution est aspirée et ce, à nouveau, dans le but de pré-
venir la rupture des vésicules. La solution est ensuite lentement expulsée sur une lame traitée pour 
permettre l’immobilisation des vésicules. 

a b 

Figure 83 Représentation schématique de deux vésicules connectées par un nanotube (a) et 
zoom au niveau du nanotube. Le diamètre du nanotube est de l’ordre de 100-400 nm. Adaptée 
de [277]. 

Figure 84 Représentation schématique de la fusion de deux vésicules connectées par un nanotube et in-
duite par minimisation d’énergie de surface. Adaptée de [277]. 

GUV 

Figure 85 Image obtenue par microscopie à contraste 
interdifférentiel d’une GUV formée par réhydratation 
d’une suspension de SUVs et transférée sur une lame 
modifiée avec une résine SU-8. 
Bar d’échelle = 10 µm 

Réservoir 
de lipides 
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Le détail du protocole de traitement de surface est donné en annexe (Annexe II.4.b). Briève-
ment, il s’agit de faire un dépôt à partir d’une résine photosensible SU-8. Ce dépôt permet une adhé-
rence des vésicules au substrat, sans pour autant entrainer leur déformation, et garantit leur stabilité. 
Un traitement de surface à partir d’une solution de poly-L-lysine est possible mais la stabilité des 
vésicules est moins bonne sur ces substrats. Plusieurs concentrations en poly-L-lysine ont été testées 
(0,001 vol.% à 0,1 vol.%) mais aucune des surfaces testées n’est aussi performante que le substrat 
SU-8 [278]. Ceci peut être dû au caractère plutôt hydrophobe de la résine SU-8 qui offre une faible 
adhésion des GUVs tandis que la poly-L-lysine porte des groupements amino hydrophiles chargés 
positivement (NH3

+). Dans le cas de la poly-L-lysine, des interactions électrostatiques permettent 
l’adhésion mais il est délicat de déterminer le protocole optimal pour que ces interactions soient à la 
fois suffisantes pour permettre l’immobilisation sans pour autant déstabiliser les vésicules. 

La solution contenant les vésicules est déposée sur la lame modifiée avec la résine. A cette 
étape, la présence du réservoir de lipides accroché à la vésicule apparait comme un net avantage 
puisqu’il permet la sédimentation des vésicules en une quinzaine de minutes. Cette étape de transfert 
des vésicules posait un réel problème avec les GUVs formées à partir des techniques présentées dans 
les deux paragraphes précédents. En effet, dans notre cas, les milieux intra- et extravésiculaire sont 
les mêmes (tampon phosphate) et la sédimentation par différence de densités (sucrose vs. glucose) 
n’est pas permise. C’est maintenant la densité du réservoir de lipides qui permet la sédimentation. 

Enfin, dans la suite de l’exploitation des vésicules (Chapitre 3), le réservoir de lipides sera à 
nouveau d’un grand intérêt. L’injection de solutions (réactifs, enzymes…) à l’intérieur du microréac-
teur entraine une augmentation de la tension de membrane, mais celle-ci est équilibrée grâce aux 
lipides du réservoir. La fluidité et le dynamisme de ces systèmes permettent aux lipides de diffuser 
du réservoir vers la membrane afin de moduler la tension, garantissant ainsi une grande stabilité des 
vésicules. 

 

La formation de microréacteurs biomimétiques par trois techniques a été présentée. Un pro-
tocole d’électroformation a été optimisé pour produire des vésicules unilamellaires géantes avec un 
haut rendement sur différents supports d’électrodes et en tampon physiologique. Cependant la pré-
sence d’une protrusion au pied de la vésicule et l’impossibilité d’immobiliser les GUVs ne nous ont 
pas permis d’utiliser ces liposomes obtenus par électroformation. Une première méthode de réhydra-
tation sur film de poly(acétate de vinyle) a été testée mais n’a pas permis une exploitation satisfaisante 
des vésicules formées. Enfin, une méthode basée sur la déshydratation-réhydratation d’une suspen-
sion de SUVs nous a permis de former et d’isoler un microréacteur biomimétique dont la stabilité 
membranaire est assurée grâce à la présence d’un réservoir de lipides. 
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Chapitre 3 : Modification du milieu interne et déclenchement contrôlé de la 
réaction enzymatique 

La biologie synthétique œuvre pour une meilleure compréhension des phénomènes naturels 
du vivant en se plaçant dans des environnements simplifiés. Mimer la biologie implique le dévelop-
pement de technologies capables de jouer le rôle de certaines fonctions cellulaires. L’étude d’une 
réaction au sein d’une cellule artificielle nécessite de pouvoir contrôler les espèces présentes au sein 
du réacteur. Diverses techniques d’encapsulation d’espèces par différentes approches sont dispo-
nibles : l’incorporation d’une partie de la solution environnante au cours de la formation des vésicules, 
la fusion entre vésicules de compositions différentes, et la microinjection.  

I. Encapsulation d’espèces au cours de la formation des vésicules 

1. Introduction 
Nous nous sommes d’abord intéressés à la possibilité d’encapsuler des espèces au cours de la 

formation des vésicules. En effet, bien que certaines limitations déjà présentées dans le chapitre 2 
existent, nous avons montré qu’il était possible de former des vésicules en milieu physiologique (150 
mM de sels), indiquant la possibilité d’encapsuler des ions de faible rayon hydrodynamique. Le défi 
est maintenant d’encapsuler, au cours de l’hydratation, des espèces plus volumineuses et de contrôler 
leurs concentrations. 

Méthodologiquement parlant, former des vésicules dans un milieu contenant les espèces à 
encapsuler implique également de pouvoir changer le milieu extra-vésiculaire après formation des 
GUVs, de façon à ce que les réactifs soient présents dans le microréacteur uniquement. Ce change-
ment se fera grâce à une chambre équipée de canaux d’entrée et de sortie connectés à une pompe 
péristaltique (Figure 86). 

 

Des espèces de différentes natures et tailles ont pu être encapsulées directement au cours de 
l’électroformation. Les résultats obtenus sont présentés dans les paragraphes suivants. 

  

Figure 86 Représentation schématique d’une chambre d’observation équipée avec des canaux d’entrée et de sortie 
pour le changement du milieu extravésiculaire (chambre Ludin type I développée par Life Imaging Services). 
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2. Encapsulation au cours de l’électroformation 
a. Fluorophores 

i. Calcéine 

La calcéine (acide 2,2',2'',2'''-[(3',6'-dihydroxy-3-oxo-3H-spiro[2-benzofuran-1,9'-xanthene]-

2',7'-diyl)bis(méthylènenitrilo)]tetraacétique - λexc. = 495 nm, λem. = 515 nm ; ΦPBS 10 mM, pH 7,3 = 0,75 
[279]) est un fluorophore largement employé pour l’étude des propriétés de perméabilité des mem-
branes ou de libération contrôlée en fonction des additifs présents (ADN, antibiotiques, etc…) ou des 
conditions expérimentales (température, pH, force ionique, etc…) [280]–[282] (Figure 87). Cette mo-
lécule porte quatre groupements acide carboxylique (hydrolysés à pH 7,4) et deux groupements hy-
droxyle. Dans les conditions de pH utilisées ici, les fonctions acides sont sous forme déprotonées 
(pKa1=2,1, pKa2=2,9, pKa3=4,2, pKa4=5,5), cette molécule est donc chargée négativement et est forte-
ment polaire.  

       

 

Des vésicules ont été électroformées sur lames d’ITO en conditions physiologiques suivant le 
protocole décrit au chapitre 2 avec 0,1 mM de calcéine ajoutée dans la solution d’hydratation. La 
membrane est composée d’Egg PC : cholestérol (4:1). La première observation à noter est que la 
présence de la calcéine à cette concentration ne perturbe pas le processus de gonflement des GUVs 
par électroformation. A cette étape, la fluorescence est homogène dans toute la chambre d’observation 
et l’on ne distingue pas les vésicules en fluorescence. Lorsque le milieu extérieur est lavé à l’aide 
d’une pompe péristaltique pendant 1 min (débit de 1,2 mL.min-1, volume de la chambre de 250 µL), 
la fluorescence est alors visible seulement au niveau des GUVs (Figure 88 a). Cependant, quelques 
minutes après lavage, une perte de fluorescence localisée est observée pour certaines vésicules (Figure 
88 b et c). La cinétique de décroissance de l’intensité de fluorescence n’est pas la même pour toutes 
les vésicules et pour une partie d’entre elles, la calcéine reste encapsulée. 

L’hypothèse proposée pour expliquer ce phénomène est lié à la protrusion existant au pied de 
la vésicule. Au chapitre 2, cet aspect a été présenté comme un des principaux inconvénients des GUVs 
électroformées. Ce phénomène est inhérent à la réhydratation d’un film de lipides avec ou non l’ap-
plication d’un champ électrique. Ici les vésicules ne sont pas récupérées et transférées mais sont di-
rectement observées à travers l’électrode (lame d’ITO). Ainsi, toute vésicule dont l’évolution de la 
croissance est stoppée avant qu’elle ne soit complétement close présentera ce type de protrusion et 
sera sujette à la fuite des espèces encapsulées. 

Figure 87 Structure chimique semi-
développée de la calcéine. 
pKa1=2,1 
pKa2=2,9 
pKa3=4,2 
pKa4=5,5 
pKa5=10,8 
pKa6 = 11,7.  
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Bien que certaines vésicules soient fermées et utilisables en tant que microréacteur, la discri-
mination de celles-ci n’est possible qu’en présence d’un fluorophore au moment de la formation des 
vésicules. En effet, la connexion résiduelle entre une GUV et le film de lipides correspond à un na-
notube de lipides de seulement quelques centaines de nanomètres de diamètre. Cela est difficilement 
observable en microscopie optique, notamment à la surface du film de lipides. Dans le cas de l’utili-
sation de vésicules électroformées, il faudra donc trouver un moyen de localiser les espèces par fluo-
rescence afin de pouvoir sélectionner une vésicule adaptée à l’étude (voir paragraphe I.2.b.ii). 

 

ii. Resorufine 

La resorufine a également été encapsulée. Cette molécule est le produit d’une des réactions 
enzymatiques étudiées au cours de cette thèse (voir Chapitre 1), à savoir la conversion oxydante de 
l’Amplex Red par le peroxyde d’hydrogène et catalysée par la peroxydase de raifort (HRP) (Figure 
89).  

  

Différentes valeurs de pKa sont données dans la littérature pour la resorufine en fonction du 
solvant utilisé. Cette molécule étant peu soluble dans les milieux aqueux à faible pH, une solubilisa-
tion dans du DMSO est souvent recommandée avant une dilution dans un milieu aqueux (pH < 8,5). 
Puisque notre étude est basée sur des conditions physiologiques, il était nécessaire d’établir le pKa de 
cette molécule dans un tampon, cela dans le but de garantir les interprétations des résultats qui sui-
vront. Pour se faire, des solutions de resorufine sont caractérisées à différents pH par spectroscopie 
UV-visible. La resorufine est solubilisée dans un tampon universel, dit de Britton Robinson [283]. 
Une gamme de pH est établie et chaque solution est analysée. Le détail de la technique est explicité 

a b c 

Figure 88 Images obtenues par microscopie confocale illustrant le suivi de la fuite d’une solution de calcéine incor-
porée dans des GUVs après lavage du milieu extérieur. Des GUVs ont été électroformées en {PBS 10 mM + calcéine 
0,1 mM}. Après formation, le milieu extravésiculaire est échangé contre du PBS pur. Après lavage (débit = 1,2 
mL.min-1), l’intensité de fluorescence au niveau des vésicules est enregistrée à (a) t = 0, (b) 5 min et (c) 11 min. 
Quelques GUVs pour lesquelles l’intensité de fluorescence diminue au cours du temps sont désignées par des 
flèches. Superposition des canaux d’illumination en contraste de phase interdifférentiel et de fluorescence. Barre 
d’échelle = 50 µm. 

 

Figure 89 Structure chimique de la resorufine. 
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en annexe (Annexe II.5). Nous avons déterminé un pKa de 5,9, signifiant qu’à pH 7,4 la resorufine 
est dans un état déprotoné. 

Tout comme pour la calcéine, la resorufine a été ajouté à 0,1 mM dans la solution d’hydrata-
tion avant application du champ électrique. Cette expérience a été faite dans l’eau en utilisant le pro-
tocole d’électroformation adapté (2V, 10Hz). Après une heure sous champ électrique alternatif, de 
nombreuses vésicules ont été formées (Figure 90 a). L’intensité de fluorescence dans le plan des vé-
sicules (microscopie confocale) est homogène dans la chambre, démontrant l’efficacité de l’encapsu-
lation (Figure 90 b). Le lavage du milieu extérieur n’a pas été fait sur ce système. 

 

 

  

a b 

Figure 90 Images obtenues par microscopie confocale des GUVs électroformées en présence de resorufine (0,1 mM). (a) 
Illumination en contraste de phase interdifférentiel. (b) Illumination en fluorescence. Barre d’échelle = 50 µm. 
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b. Systèmes enzymatiques 

i. Amplex Red et peroxydase 

L’encapsulation directe des réactifs couplée aux propriétés de perméabilité des membranes 
doit permettre, a priori, de réaliser la réaction d’oxydation de l’Amplex Red en présence de peroxyde 
d’hydrogène et de l’enzyme HRP. L’idée est d’encapsuler l’Amplex Red et la HRP au cours de l’élec-
troformation (Figure 91 a), puis de récupérer, transférer et immobiliser les vésicules (Figure 91 b, 
Figure 92 a) dans le but d’avoir uniquement des vésicules fermées (pas de protrusion car les GUVs 
ne sont plus attachées au film de lipides).  

 

Ensuite, il s’agit de laver le milieu extérieur pour que les réactifs soient isolés dans les micro-
réacteurs (Figure 92 b). Enfin, le peroxyde d’hydrogène est ajouté dans le milieu extravésiculaire. 
Cette molécule est a priori capable de diffuser à travers la membrane phospholipidique, entrainant 
alors le déclenchement de la réaction enzymatique et la production in situ de resorufine (Figure 92 c).  

 

a b 

Figure 91 Images obtenues par microscopie confocale illuminée en contraste de phase interdifférentiel. (a) GUVs électrofor-
mées dans un milieu {Amplex Red + HRP + Sucrose}. (b) GUVs transférées et sédimentées grâce à l’ajout de glucose dans le 
milieu extravésiculaire. Le changement de contraste est dû à la différence d’indice de réfraction entre le glucose et le sucrose. 
Bar d’échelle = 50 µm. 

AR + HRP 

AR + HRP AR + HRP 

Lavage  
milieu  

extérieur 
 

 

Ajout 
H

2
O

2 
Resorufine 

a c b 

Figure 92 Représentation schématique du protocole utilisé pour déclencher la réaction enzymatique. (a) Après formation, les 
vésicules sont transférées, sédimentent et s’immobilisent. L’Amplex Red (AR) et la HRP sont présents dans les milieux intra- 
et extravésiculaires. (b) Après lavage avec une pompe péristaltique, l’AR et la HRP sont isolés à l’intérieur de la vésicule. (c) 
L’ajout puis la diffusion du peroxyde d’hydrogène dans la GUV déclenche la réaction enzymatique et conduit à la formation 
de resorufine fluorescente. 
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La resorufine étant fluorescente, un suivi de l’augmentation de fluorescence permet la visua-
lisation qualitative de la réaction enzymatique (Figure 93). Cependant, cette augmentation de fluores-
cence n’a pas été observée de façon localisée au sein des vésicules mais dans tout le volume. Des 
hypothèses ont alors été émises quant à la perméabilité des membranes vis-à-vis des espèces encap-
sulées : la membrane est-elle perméable, à l’échelle de temps de nos expériences (typiquement 
quelques minutes) à l’Amplex Red ? à la HRP ? à la resorufine ? Ces aspects seront discutés dans le 
paragraphe III et au Chapitre 4.  
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ii. NO-Synthase inductible (domaine oxygénase)  

La seconde réaction enzymatique étudiée au cours du projet présenté ici concerne la NO-
Synthase. Nous nous sommes intéressés à l’encapsulation directe de cette enzyme au cours de l’élec-
troformation et dans un premier temps, notamment au domaine oxygénase de la NO-Synthase induc-
tible (iNOSoxy) (42 kDa [111]). Ce choix est justifié dans le cadre d’une étude préliminaire simple-
ment dans le but de ne pas consommer l’enzyme entière qui demande un fastidieux travail de produc-
tion (voir Annexe II.6.a).  

Une des limitations de l’électroformation présentée au Chapitre 2 concernait l’encapsulation 
de macromolécules. Comme expliqué précédemment, nous avons mis en évidence que la concentra-
tion maximale en iNOSoxy pouvant être présente dans le milieu d’hydratation sans perturber l’élec-
troformation est de 5 µM. Cependant, ceci ne signifie pas pour autant que l’enzyme soit encapsulée 
et il s’agit maintenant de pouvoir localiser l’enzyme. Bien que la NO-Synthase soit une protéine cy-
tosolique, cette étape est également nécessaire pour discriminer les vésicules closes des vésicules 
possédant une protrusion ouverte ce qui est indispensable pour la suite de l’étude en microréacteur 
(voir I.2.a.i). 

Ceci peut être réalisé par couplage entre un fluorophore portant un atome de nickel (Ni-NTA-

Atto, λexc. 501 nm et λem. 523 nm en PBS) et l’étiquette polyhistidine (HisTag) de la protéine utilisée 

Figure 93 Suivi cinétique de la production de resorufine par la conversion oxydante de l’Amplex Red par le peroxyde d’hydro-
gène catalysée par la HRP. Ces données ont été extraites par analyse des images obtenues en microscopie confocale. L’inten-
sité de fluorescence correspond à la moyenne du signal sur toute l’image. 

R² = 0,989 

Pente = 0,360 ± 0,017 
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en amont lors de sa purification. Cette étiquette HisTag est fixée de manière covalente au N-terminal 
du domaine oxygénase lors de l’expression de l’enzyme et comporte plusieurs groupements histidine. 
Une liaison métallique s’établit entre le Ni lié au fluorophore et les cycles imidazole des histidines 
(Figure 94). 

 

L’enzyme a été conditionnée en présence de Ni-NTA-Atto 488 (2:1 respectivement) puis 
ajoutée au tampon PBS utilisé pour l’électroformation en conditions physiologiques de façon à at-
teindre une concentration de 1 µM (pas de perturbation de l’électroformation). Les vésicules sont 
formées selon le protocole établi au laboratoire (voir Chapitre 2). Après gonflement, le milieu exté-
rieur est lavé à l’aide d’une pompe péristaltique sans que les vésicules ne soient transférées (Figure 
95). Après lavage, la fluorescence semble repartie de façon homogène au niveau des lipides (film et 
membrane) mais n’est pas concentrée dans le milieu intravésiculaire comme attendu (Figure 97). Une 
analyse dans le plan longitudinale (z) permet de visualiser l’absence de fluorescence dans le volume 
puis son augmentation dans le plan des lipides (Figure 96). 
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Figure 94 Structure chimique et représentation schématique du complexe Ni-NTA-Atto 488 – HisTag 
(λexc. = 501 nm – λem. = 523 nm) utilisé pour marquer des protéines. 

Figure 95 Suivi de la perte de fluorescence de Ni-NTA-Atto 488 
au cours du lavage du milieu extra-vésiculaire. Les données 
sont obtenues par analyse des images obtenues par microsco-
pie confocale enregistrées dans le plan médian des vésicules. 

Figure 96 Variations de la fluorescence dans le plan longitu-
dinale (z). Les données sont extraites des images enregis-
trées par microscopie confocale avec un pas de 1,3 µm et un 
déplacement du volume (z = 0) vers les lipides (z > 0). 
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Une interaction entre le fluorophore Ni-NTA-Atto et les lipides est envisagée. Pour vérifier 
cette hypothèse, la même expérience est réalisée avec le tag-fluorescent seul en l’absence d’iNOSoxy. 
A nouveau, après lavage, le signal de fluorescence se concentre uniquement au niveau des lipides. 
Cette observation confirme l’hypothèse qu’une interaction entre le fluorophore et les lipides est pri-
vilégiée. En effet, la liaison métal-ligand entre le nickel et les cycles imidazole des HisTag de la 
protéine peut se dissocier si un groupement possède une constante de complexation plus forte avec le 
Ni. De manière générale, la liaison entre un métal et un ligand est privilégiée pour le ligand qui permet 
une augmentation de l’entropie, terme dépendant de la concentration des espèces. Ici, la concentration 
en lipides est difficile à estimer puisqu’ils forment un film d’épaisseur non contrôlée et il est difficile 
de donner de réelles conclusions mécanistiques à ces observations phénoménologiques. Cependant, 
aux vues de ces résultats, il apparaît difficile de localiser, d’une part, l’enzyme, et donc de vérifier 
l’efficacité de l’encapsulation, et d’autre part, de mettre en évidence les vésicules closes pour l’étude 
en microréacteur. 

Le contrôle de l’activité de l’enzyme a quand même été réalisé pour s’assurer que l’enzyme 
reste fonctionnelle après application du protocole d’électroformation. 

c. Effet du champ électrique sur l’activité enzymatique 

Les champs électriques alternatifs appliqués au cours de l’électroformation sont de l’ordre de 
250 à 1700 V.m-1 et peuvent être responsables de la dénaturation de l’enzyme (perte de la conforma-
tion fonctionnelle) conduisant à une diminution, voire une perte d’activité. La conformation de la 
protéine peut être analysée directement par spectroscopie UV-visible (Figure 98) et l’activité peut être 
quantifiée par le test de Griess (Figure 99).  

En spectrométrie UV-visible, une bande caractéristique des structures hémiques, la bande de 
Soret, permet de déterminer l’état d’oxydation du Fe et la nature des ligands associés. Dans le cas de 
la NO-Synthase, les différentes longueurs d’onde associées au sixième ligand du Fe sont données 
dans le Tableau 7. Avant application de la séquence électrique d’électroformation, la protéine est sous 

Figure 97 Images obtenues par microscopie confocale de GUVs électroformées en milieu PBS contenant 1 µM d’iNOSoxy 
conditionnée avec 0,5 µM de Ni-NTA-Atto 488, après lavage du milieu extérieur. La fluorescence se concentre au niveau 
des lipides sans pouvoir visualiser une quelconque encapsulation. Bar d’échelle = 25 µm. 
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forme homodimérique, le BH4 jouant son rôle structural (voir Chapitre 1) et la longueur d’onde du 
pic de Soret correspond bien au ligand BH4 (395 nm) (Figure 98). Après application du champ, on 
remarque le déplacement de cette bande d’absorption spécifique montrant que l’enzyme est dénaturée. 
Elle n’est plus dans la conformation lui permettant d’être active. Le champ électrique appliqué peut 
être responsable de cette dégradation mais les conditions expérimentales peuvent également être en 
cause. En effet, nous avons vu dans le Chapitre 2 que le protocole d’électroformation en milieu PBS 
nécessite d’appliquer un champ électrique pendant une dizaine d’heures au total, l’enzyme restant 
pendant ce temps à température ambiante. Ainsi, une dégradation due à une température trop élevée 
est aussi une hypothèse à prendre en compte pour expliquer ce résultat. 

 

 

Tableau 7 Longueurs d’onde de la bande de Soret de la NO-Synthase inductible en fonction du sixième ligand associé au fer 
hémique de la protéine. 
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Le détail du protocole du test de Griess est donné en annexe (Annexe II.6.b). Brièvement, ce 
test d’activité permet d’évaluer l’activité de l’enzyme en mesurant la production de nitrites en fonction 

de la concentration en cofacteur tetrahydrobioptérine (BH4) et en présence de Nω-hydroxyarginine 
(NOHA). Le NOHA est oxydé par iNOSoxy en présence de H2O2 menant à la formation des ions 
nitroxyles NO-. En présence d’oxygène les ions nitroxyles sont convertis en ions nitrites NO2

- et ni-
trates NO3

-. L’ajout du réactif de Griess (mélange de sulfanilamide et de N-(1-naphtyl)-éthylènedia-
mine) entraîne la formation d’un composé diazo coloré (λ = 548 nm) après réaction avec les nitrites 
[284]. La mesure de l’absorbance à 548 nm permet de remonter à une valeur de production de nitrites. 
Une régression hyperbolique de la courbe obtenue permet de calculer trois paramètres cinétiques : la 
constante de dissociation apparente, Kd ; la vitesse initiale de l’enzyme, Vo et la vitesse maximale de 
formation des nitrites Vmax. A nouveau, le test met en évidence une diminution de l’activité de l’en-
zyme suite à une exposition à la séquence électrique d’électroformation. 

Ligands H2O Imidazole BH4 DTT 
Longueur d’onde (nm) 417 426 395 350 + 470 

Figure 98 Spectres d’absorbance d’une solution 
contenant iNOSoxy à 5 µM, BH4 à 20 µM et L-
Arginine à 20 µM. En rouge, la solution n’a pas 
subi la séquence électrique appliquée lors de 
l’électroformation. En bleu, la même solution 
ayant subi la séquence électrique. 
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Cette série d’études contrôles a mis en évidence que les vésicules électroformées n’étaient 
pas adaptées aux conditions recherchées pour la poursuite de l’étude. La présence de protrusions au 
pied de certaines vésicules, et donc la possibilité d’une fuite de leur milieu interne, et l’impossibilité 
de localiser l’enzyme empêchent de travailler dans un environnement contrôlé : l’encapsulation est-
elle effective ? quelle vésicule choisir pour l’étude de la réaction enzymatique ?  

Par ailleurs, nous avons été confrontés à des problèmes liés à la perméabilité des membranes 
des vésicules : il peut y avoir diffusion de la resorufine, de l’Amplex Red voire de la HRP. Enfin, le 
protocole d’électroformation n’autorise l’utilisation que de très faibles concentrations en enzyme et, 
de toute façon, conduit à sa dénaturation, notamment dans le cas de la NO-Synthase. 

Face à trop d’incompatibilités du système, ce sont finalement les vésicules formées à partir 
de la déshydratation-réhydratation d’une suspension de SUVs qui seront exploitées pour le reste des 
études présentées par la suite.   

  

Figure 99 Détermination de l’activité enzymatique d’iNOSoxy (10 µM) par le test de Griess. L’absorbance à 548 nm du com-
posé diazo formé au cours du test est mesurée. En rouge, la solution n’a pas encore subi la séquence électrique appliquée 
lors de l’électroformation. En bleu, la même solution après avoir subi la séquence électrique. 
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II. Microinjection de vésicules unilamellaires géantes 

1. Introduction 
La microinjection est une méthode de modification du milieu interne d’un compartiment mi-

crométrique, tel qu’une cellule vivante ou une vésicule. Cette technique a été mise au point au début 
du XXème siècle par M. A. Barber, a pris son essor à partir des années 70 et est aujourd’hui largement 
employée en routine, notamment pour des expériences de transgénèse [285]. Cela demande obliga-
toirement que le compartiment soit clos et qu’il puisse subir des variations de volume. Cette modifi-
cation du milieu interne des vésicules est envisageable pour des vésicules formées aussi bien par 
électroformation que par déshydratation-réhydratation. L’avantage de ces dernières est qu’elles sont 
plus facilement transférables et immobilisables que celles électroformées. De plus, cette technique est 
particulièrement adaptée aux liposomes formés par déshydratation-réhydratation dont la tension de 
membrane sera régulée par le transfert de lipides du réservoir vers la membrane. Bien que nous ayons 
mené quelques expériences de microinjection sur des GUVs électroformées, le faible taux de succès 
de celles-ci ne représente pas un résultat significatif et ne seront donc pas présentées. 

Par ailleurs, les observations du paragraphe I.2.b.i liées à la perméabilité des membranes des 
liposomes électroformés doivent être prises en compte dans le système GUV avec réservoir. La com-
position de la membrane des deux systèmes est différente mais il sera utile de contrôler les propriétés 
de perméabilité des liposomes avec réservoir pour la suite de l’étude. Ces résultats seront présentés 
dans le paragraphe III. 

La microinjection classique consiste à utiliser un micro-capillaire en verre borosilicate. Ce 
capillaire est façonné de manière à former une pointe de diamètre variable en fonction de l’applica-
tion, on parlera de micropipette (voir Annexe II.2 pour le protocole de fabrication). Dans le cas de 
l’injection de liposomes unilamellaires, un diamètre de moins d’un micromètre (200-250 nm) est op-
timal pour garantir l’efficacité de la microinjection tout en limitant la fuite de la solution en dehors 
du capillaire (Figure 100) [263]. Les volumes injectés sont de l’ordre du femtoliltre et sont régulés en 
temps et en pression par un système pressurisé à air (voir Annexe I.2). 

     

La microinjection est une technique de routine largement utilisée sur cellules dans le cas d’ex-
périences de transgénèse ou d’électrophysiologie [285]. Une différence principale existe cependant 
entre ces expériences et la microinjection de GUVs : le cytosquelette qui assure une certaine rigidité 
à la paroi cellulaire. Ce détail a toute son importance puisqu’il permet une pénétration aisée du capil-
laire d’injection dans les cellules. Dans le cas des liposomes unilamellaires, aucune structure interne 
ne supporte la géométrie de la GUV, la membrane est fine et élastique ce qui rend la microinjection 
très difficile. L’image d’un doigt pressant un ballon de baudruche illustre très bien l’effet du contact 
entre la pointe d’un capillaire et la membrane d’une vésicule. Dans ce cas, le paramètre essentiel est 
la géométrie de la pipette qui doit être la plus fine possible (diamètre externe ~ 200 nm, diamètre 
interne ~ 100 nm). Ceci entraîne des difficultés d’observation et de contrôle du positionnement en 
microscopie optique, de même qu’une fragilité évidente de la pipette. Le principal inconvénient lié à 

Figure 100 Image obtenue par microscopie optique 
(x 400) d’un capillaire étiré (micropipette) utilisable 
pour la microinjection. 
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l’utilisation de capillaires aussi fins est qu’ils sont limités à l’injection d’objets (molécules) plus fins 
que le diamètre interne de la pointe de la pipette, donc parfaitement dissous dans la solution interne 
pour prévenir toute obstruction.  

Dans le cas des essais de microinjection classique menés au cours de cette thèse, la contrainte 
mécanique n’était pas suffisante pour permettre l’injection d’une solution au sein des liposomes. Dif-
férentes géométries des pipettes ainsi que des traitements de surface du verre ont été testés mais sans 
différence notable. Nous avons donc implanté au laboratoire la technique d’électro-microinjection 
déjà décrite dans la littérature [263], [286].  

 

2. Electro-microinjection de vésicules avec réservoir 
Une bicouche lipidique exposée à un champ électrique agit comme un condensateur de capa-

citance 𝐶 (F), de constante diélectrique 휀𝑚 (~ 3), de surface de membrane 𝐴 et d’épaisseur diélec-

trique de membrane ℎ𝑒 (dépendant de l’épaisseur de membrane ~ 3-5 nm) [287] : 

𝐶 =  
휀𝑚휀0𝐴

ℎ𝑒
 

La constante diélectrique décrit la polarisabilité de la membrane. Un champ électrique appli-
qué à travers une membrane change la distribution des charges au sein des deux feuillets induisant un 
potentiel transmembranaire. En fonction de la force du champ électrique, la membrane est déstabilisée 
et des pores (< 1 nm) sont formés [288]. La stabilité des pores dépend de leur taille, ainsi, en deçà 
d’un certain diamètre, les pores se referment rapidement car l’énergie nécessaire à leur maintien est 
trop couteuse. A l’inverse, si le potentiel du champ électrique est suffisamment élevé et/ou appliqué 
pendant un temps suffisant, les pores peuvent s’étendre, conduisant à une rupture irréversible de la 
membrane [289], [290]. 

L’électro-microinjection est donc basée sur la théorie de l’électro-perméabilisation et consiste 
à utiliser une micropipette équipée d’une électrode pour injecter une solution tout en appliquant des 
impulsions électriques (pulses) de courte durée grâce à un générateur (Figure 101). Un second fil de 
platine est placé dans le milieu environnant comme contre électrode. L’amplitude du champ électrique 
des impulsions est de 10-40 V.cm-1 appliqué pendant 20 ms. 

La pipette est placée en contact avec la membrane de manière à appliquer une légère con-
trainte mécanique (Figure 102 a). Un pulse électrique déstabilise la membrane et il y a création d’un 
pore localisé au niveau de la pointe de la pipette. Du fait de la légère pression mécanique appliquée 
sur la membrane, la pénétration de la pipette dans la vésicule est immédiate lorsque l’impulsion élec-
trique est envoyée. Dès lors que le pulse est terminé, le pore se referme autour du capillaire et la 
vésicule regagne sa forme sphérique (Figure 102 b).  

 

Figure 101 Représentation schématique du système de maintien 
du capillaire de microinjection (1) servant à la fois d’interface entre 
le système d’injection (6) et le générateur d’impulsions électriques 
(4). Le corps du système de maintien (5) est fabriqué en Plexiglas. 
Il est équipé d’un fil de platine (4) servant d’électrode pour l’élec-
troporation. Ce fil est connecté à une alimentation. Le capillaire de 
microinjection (1) est fermement maintenu en place par deux 
joints (3) sécurisés par une vis en Delrin (2). D’après [263]. 

(39) 
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Une pression est ensuite appliquée vers la solution contenue dans la pipette grâce au système 
pressurisé d’injection (Figure 103). La présence du réservoir de lipides permet, à cette étape, de 
compenser la tension de membrane induite par l’injection d’une solution dans un volume « fini ». Ici, 
la vésicule gonfle avec l’injection, le matériel nécessaire à l’augmentation de quantité de membrane 
étant fourni par le réservoir de lipides. 

 

L’électro-microinjection nous permet d’encapsuler un grand nombre d’espèces, y compris des 
macromolécules et des particules colloïdales (à condition que la taille des objets soit en accord avec 
le diamètre de la pipette). En combinant la microinjection et l’électroporation, nous avons pu injecter 
de petites molécules telles que la fluorescéine, la calcéine, l’Amplex Red ou la resorufine ; ou des 
macromolécules comme la glucose oxydase, la peroxydase de raifort (HRP) ou encore la NO-synthase 
inductible. Par ailleurs, des particules de polystyrène fluorescentes ont également pu être encapsulées 
(Figure 104).  

   

Un autre avantage de l’électro-microinjection est son caractère non invasif puisque les ampli-
tudes de champ électrique et le temps des impulsions utilisées permettent aux pores membranaires de 
se refermer. De plus, les pipettes utilisées peuvent être plus larges (de l’ordre du µm) ne limitant plus 
l’utilisation des macromolécules qui risqueraient d’obstruer le capillaire d’injection [263]. Enfin, bien 
qu’il soit difficile de contrôler le volume injecté au cours de l’expérience, il est aisé de déterminer 

Figure 102 Représentation schématique d’une ex-
périence d’électro-microinjection. (a) La pipette 
est mise au contact de la membrane avec une  
légère pression. (b) Une impulsion électrique per-
met la pénétration de la pipette dans la vésicule 
qui retrouve sa forme sphérique. [263] 

Figure 103 Electro-microinjection (35 s) d’une solution de fluorescéine dans une GUV formée par déshydratation-
réhydratation. Images de microscopie confocale. Superposition des canaux d’illumination en contraste de phase 
interdifférentiel et en fluorescence. Bar d’échelle = 50 µm. 

Figure 104 Electro-microinjection de particules de polystyrène (dia-
mètre = 100 nm) fonctionnalisées avec un fluorophore (Nile Red) 
dans une GUV formée par déshydratation réhydratation. Image ob-
tenue par microscopie plein champ. Superposition des signaux d’il-
lumination en contraste de phase interdifférentiel et en fluores-
cence. Bar d’échelle = 25 µm. 

a b 
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celui-ci a posteriori par analyse des images en mesurant la différence de diamètre de la vésicule avant 
et après injection. La stabilité de toutes les vésicules n’est pas totalement équivalente mais le diamètre 
d’une vésicule peut augmenter jusqu’à dix fois sans que la vésicule n’éclate. 

Finalement, l’électro-microinjection permet la modification du milieu interne des vésicules 
de manière contrôlée. Le rendement de cette technique d’injection est de près de 100% et ce pour tous 
types de molécules ou particules colloïdales (seulement si taille < diamètre de la pipette). 

Après addition d’une espèce dans une GUV, nous nous sommes intéressés à la stabilité de ces 
systèmes et notamment aux propriétés de perméabilité de leurs membranes. 
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III. Perméabilité des vésicules 

1. Observations et hypothèses 
Plusieurs éléments nous ont poussés à étudier la perméabilité des membranes des GUVs avec 

réservoir : 

(1) Tout d’abord, parce que nous avions mis en évidence la diffusion d’espèces vers le milieu 
extérieur lors des expériences d’encapsulation directe (voir paragraphe I). En effet, des 
liposomes géants avaient été électroformés en présence d’Amplex Red et de peroxydase. 
Les vésicules avaient été transférées dans une autre solution de manière à ne pas être dans 
une configuration où la protrusion au pied de la GUV soit une source de fuite vers le 
milieu extérieur. Le milieu extérieur avait été lavé avec une pompe péristaltique pour 
isoler l’enzyme et son substrat dans les microréacteurs. L’ajout de peroxyde d’hydrogène 
devait, en théorie, provoquer une augmentation localisée de la fluorescence au sein des 
vésicules. A contrario, nous avions observé une augmentation de la fluorescence dans 
l’ensemble du volume. Nous n’avions alors pas pu conclure sur l’origine réelle de ce phé-
nomène.  

(2) D’autre part, une perte de fluorescence des sondes a été observée après leur injection au 
sein du micro-compartiment. Notamment, la calcéine et la fluorescéine ont été injectées 
mais leur signal de fluorescence décroît rapidement dans les minutes suivant l’injection 
(Figure 105). 
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Figure 105 Suivi de la décroissance de fluorescence au sein de deux GUVs différentes. Chacune des vésicules a été injectée 
avec une solution de calcéine (100 µM). Les images ont été obtenues par microscopie plein champ. Le signal de fluorescence 
a été extrait des images au niveau du centre de la GUV et a été normalisé pour chacune des deux vésicules. A droite, quatre 
images enregistrées à des temps différents après l’injection de la GUV 1. (a) t = 1 min. (b) t = 5 min. (c) t = 10 min. (d) t = 25 
min. Bar d’échelle = 50 µm. 

 

Une grande reproductibilité du profil de décroissance du signal a été observé sur différentes 
vésicules, différentes expériences et ce aussi bien avec la fluorescéine que la calcéine, malgré les 
différences de structure et donc de charge de ces molécules à pH 7,4. 

a 

d c 

b 
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A partir de ces observations, nous avons formulé plusieurs hypothèses pour tenter d’expliquer 
ce phénomène :  

a. Le photoblanchiment ; une exposition trop longue à la source de lumière peut entraîner une 
diminution de la fluorescence jusqu’à son extinction totale et permanente. Ce phénomène 
est causé par la rupture de liaisons modifiant la structure du fluorophore entrainant le pas-
sage irréversible d’un photon excité de l’état singulet à l’état triplé via une conversion inter-
système. Ceci constitue la première hypothèse expliquant la perte de fluorescence au cours 
du temps. 

b. Des changements osmotiques ; toutes les expériences de manipulation de GUVs présentées 
dans ce manuscrit sont réalisées en « réacteur ouvert ». En effet, que ce soit pour des vési-
cules électroformées ou déshydratées-réhydratées, l’exploitation de celles-ci nécessite que 
la solution soit exposée à l’air ambiant pour permettre l’accès du micromanipulateur. De 
plus, les dimensions de tels systèmes impliquent de travailler dans de faibles volumes (le 
plus souvent 1 mL). Ainsi, l’interface air/solution est très grande par rapport au volume de 
solution entrainant une rapide évaporation de l’eau au cours de l’expérience. Le milieu ex-
travésiculaire se concentre alors en sels de façon significative conduisant à une différence 
de pression osmotique entre l’intérieur et l’extérieur des liposomes. On parle alors d’hypo-
tonicité des vésicules et d’hypertonicité du milieu externe. L’eau contenue dans les vésicules 
s’échappent pour diluer le milieu externe et qu’il revienne à l’équilibre osmotique. La ten-
sion de membrane diminue alors fortement et les vésicules se détendent. L’hypothèse serait 
que les molécules fluorescentes diffusent avec les molécules d’eau à travers la membrane 
au moment du rééquilibre.  

c. L’oxydation des phopholipides souvent reportée lors des expériences d’électroformation est 
évitée dans le cas des vésicules formées par déshydratation-réhydratation. Cependant, bien 
que les champs électriques appliqués lors de l’électro-microinjection soient de faible durée 
(20 ms), l’hypothèse d’une éventuelle oxydation des phospholipides de la membrane est 
prise en compte. Les impulsions électriques peuvent également être responsables de la for-
mation de pores permanents, ce qui serait une source directe de fuite des espèces vers le 
milieu extravésiculaire. Le principe de l’électroporation irréversible est d’ailleurs au-
jourd’hui largement développé en médecine pour le traitement de certaines pathologies 
[289], [290]. 

d. La membrane des vésicules jumelées à un réservoir de lipides est composée d’un mélange 
de lipides naturels ce qui implique la forte probabilité de domaines lipidiques (rafts) au sein 
de la membrane. Dans cette hypothèse, les lipides de la membrane à l’interface avec le ré-
servoir présenteraient plutôt une courbure négative (voir Chapitre 2, paragraphe III.2.a). De 
plus, toujours dans l’idée de la présence de domaines, si l’on prend en compte les différentes 
températures de transition des lipides de la membrane, on peut également faire l’hypothèse 
que certaines zones de la membrane soient plus fluides et d’autres plus rigides. La fluidité 
étant un paramètre clé dans les phénomènes de diffusion de molécules à travers une mem-
brane phospholipidique, on peut alors penser que la diffusion sera privilégiée dans les zones 
fluides. 
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e. La présence du réservoir de lipides connecté aux vésicules est décrite comme garantissant 
la stabilité des vésicules lors de la microinjection. Le réservoir fournit le matériel (lipides 
additionnels) nécessaire à la membrane pour pouvoir équilibrer sa tension. Cependant, bien 
qu’il soit évident que la vésicule grossisse au cours de la microinjection pour compenser le 
volume injecté, l’hypothèse que la cinétique de migration des lipides du réservoir vers la 
membrane soit limitante est envisagée. En effet, les volumes injectés sont de l’ordre du pico- 
au nanolitre, impliquant, selon la vésicule, que le rayon de celle-ci double quelques secondes 
après l’injection signifiant que le volume est multiplié par 8 et la surface par 4 quasi-instan-
tanément. Si l’on considère de manière approximative que l’aire par tête polaire d’un phos-
pholipide est de 60 Å2 [291], alors pour un liposome passant de 25 µm de diamètre (2.1011 
Å2 soit 6,5.109 molécules pour les deux feuillets) à 50 µm de diamètre (8.1011 Å2 soit 2,6.1010 
molécules pour les deux feuillets), le nombre de lipides mobilisés est de l’ordre de 2.1010 
molécules (1.1010 pour chaque feuillet) ! Dans ce cas, l’idée que le dynamisme moléculaire 
soit trop lent pour compenser efficacement la tension de membrane créée lors de l’injection 
est envisageable. Ainsi, la théorie des pores transitoires peut être appliquée à de tels sys-
tèmes (voir Chapitre 1, paragraphe I.2). 

Dans le but de comprendre quel(s) mécanisme(s) expliquerai(en)t les premières observations 
de perte de signal de fluorescence, nous avons effectué plusieurs expériences contrôles permettant 
l’éviction de certaines des hypothèses explicitées ci-dessus. 
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2. Contrôles et conclusions 
a. Photoblanchiment 

Pour contrôler si la décroissance du signal de la calcéine est due au photoblanchiment, une 
solution de calcéine (100 µM) a été irradiée dans les mêmes conditions que lors de l’expérience avec 
les GUVs (exposition pendant 100 ms, toutes les 30 s pendant 1h). Quelques microlitres de solution 
ont été placés entre lame et lamelle de sorte que seul un faible volume soit irradié. Cet aspect est 
important sur cette expérience en particulier, puisqu’il s’agit de microscopie plein champ et non con-
focale. L’épifluorescence a été utilisée ici uniquement dans le but de comparer ce résultat avec celui 
présenté en Figure 105. Le signal de fluorescence obtenu est légèrement bruité mais ne décroit que 
très faiblement au cours de l’analyse (Figure 106). Ceci confirme que les observations faites précé-
demment ne sont pas dues au phénomène de photoblanchiment.  
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b. Déséquilibre osmotique 

L’hypothèse liée au déséquilibre osmotique a rapidement été écartée puisqu’il suffit d’ajouter 
régulièrement quelques microlitres d’eau à la solution échantillon pour compenser la perte due à 
l’évaporation. Typiquement, il est conseillé de rajouter 100 µL toutes les heures. En respectant scru-
puleusement cette règle, tout déséquilibre osmotique est évité et les vésicules restent stables (dia-
mètre, aspect et régularité de la membrane…) pendant toute la durée de l’expérience. Cependant, un 
inconvénient subsiste et réside dans la turbulence que crée l’ajout d’une solution dans l’environne-
ment des vésicules. En effet, bien que les vésicules soient immobilisées sur un substrat, la contrainte 
apportée au moment de l’ajout de l’eau est suffisamment importante pour les détacher. Après deux à 
trois ajouts, il commence à être fastidieux de trouver un microréacteur exploitable pour la poursuite 
de l’expérience. Dans ce cas, il est préférable de préparer une nouvelle solution de vésicules. Globa-
lement, en incluant les différentes étapes de séchage, réhydratation, transfert et sédimentation, une 
quarantaine de minutes sont nécessaires pour obtenir une solution de vésicules fraichement préparées. 
Le temps de préparation reste très raisonnable pour permettre un grand nombre d’essais sur une jour-
née. 

c. Pores permanents dus à l’électroporation 

Tout d’abord, dans l’éventualité où des pores seraient présents dans la membrane, nous avons 
tenté d’estimer leur taille en injectant une macromolécule de forte masse molaire. Il s’agit d’un poly-
mère, le Dextran, marqué avec une molécule fluorescente (la fluorescéine-isothiocyanate ou FITC) et 

Figure 106 Suivi du signal de fluorescence d’une solution 
de calcéine (100 µM). Les images ont été obtenues par mi-
croscopie plein champ. Le signal de fluorescence a été ex-
trait de la moyenne du signal sur chaque image.  
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dont la masse molaire moyenne est d’environ 70 kDa (Dextran-FITC). Cette molécule possède un 
rayon hydrodynamique (Rh) de 6,0 nm [292]. Après microinjection, le suivi de la fluorescence à l’in-
térieur de la vésicule est assuré par microscopie plein champ à raison d’une image enregistrée toutes 
les 10 secondes pendant 1h (Figure 107). Le signal de fluorescence décroit au cours du temps, mon-
trant que les molécules de Dextran FITC encapsulées sortent de la vésicule. Dans l’hypothèse où des 
pores existent au sein de la membrane, cela signifie qu’ils doivent faire au moins 12 nm de diamètre. 
Néanmoins, la présence de pores d’une telle taille semble difficilement envisageable et cette valeur 
peut être discutée. 

D’une part, le rayon hydrodynamique de 6 nm est donné par le fournisseur sans spécification 
particulière du solvant. Or les conditions de solvatation sont primordiales pour l’établissement du 
rayon hydrodynamique d’un polymère en solution. 

D’autre part, le modèle selon lequel un polymère en solution adopte une conformation en 
« pelote statistique » est très général et des études ont mis en évidence que le Dextran adopterait plutôt 
une conformation ellipsoïdale lorsqu’il est en solution [293]–[295]. En 1997, Ladokhin et al. ont ex-
trapolé les premières données à ce sujet et ont estimé que la longueur du petit axe serait de 2 nm, 
quelle que soit la masse molaire du Dextran, et que le grand axe mesurerait 44 nm pour un Dextran 
70 kDa. Ils ajoutent qu’un pore de 2,5 à 3 nm suffirait pour permettre un passage lent du polymère 
qui, de plus, serait assisté par des mouvements de reptation [294]. Bien que de nombreuses liaisons 
hydrogène limitent l’élongation du polymère, le gradient de concentration entre l’intérieur et l’exté-
rieur de la membrane pourrait favoriser la diffusion du polymère et les mouvements de reptation. 
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Figure 107 Suivi de la décroissance de fluorescence au sein d’une GUV électro-injectée avec une solution de Dextran FITC 70 
kDa (2,5 mg/mL). Les images ont été obtenues par microscopie plein champ. Le signal de fluorescence a été extrait des images 
au niveau du centre de la GUV. Un schéma de type pelote statistique de polymère représentant une molécule de Dextran de 
rayon hydrodynamique 6,0 nm est superposée au graphique [292]. A droite, deux images enregistrées après l’injection en 
début et fin d’expérience. (a) t = 1 min. (b) t = 60 min. L’échantillon est illuminé pendant 100 ms toutes les 10 s pendant 1h, ce 
qui équivaut à un temps total d’exposition de 36 s. Sur le graphique ne sont présentées que les données extraites toutes les 5 
minutes. 

L’hypothèse de la présence de pores permanents dus à l’oxydation des phospholipides après 
application d’impulsions électriques ne peut pas être réfutée par cette expérience. Néanmoins, la dif-
fusion du Dextran FITC 70 kDa apporte une indication en termes d’estimation de la taille des pores 
éventuels, qu’ils soient permanents ou seulement transitoires à environ 3 nm de diamètre. 

b a R
h 

= 

6,0 nm 
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d. Domaines lipidiques 

La présence de domaines lipidiques au sein de la membrane ne peut pas être mise en évidence 
facilement. Cependant, si domaines il y a, ceux-ci sont dus à la complexité du mélange naturel utilisé 
(voir Chapitre 2, paragraphe III). En modifiant la composition de la membrane par un mélange plus 
simple, nous pourrions alors comparer s’il y a une différence de comportement quant à la perte de 
fluorescence observée.  

Néanmoins, le protocole de formation des GUVs par déshydratation-réhydratation est limité 
en termes de composition. Modifier cette dernière implique de modifier le protocole, notamment la 
première partie qui consiste à former une suspension de SUVs. Plusieurs essais d’adaptation du pro-
tocole pour une autre composition lipidique ont été réalisés au laboratoire, sans succès. En effet, quand 
il s’agit de former des vésicules, chaque détail expérimental a une influence sur le résultat et la mise 
au point de protocole de ce type se fait de manière empirique. Ceci nécessite un fastidieux travail 
d’investigation systématique. Ce point n’étant pas le cœur des travaux de ce projet, nous avons choisi 
d’étudier le paramètre « composition de membrane » avec des vésicules électroformées. 

Quatre compositions de membrane sont comparées et reportées dans le Tableau 8. L’Egg PC 
a été choisi comme base puisque c’est le mélange de lipides avec lequel toutes les expériences d’élec-
troformation ont été menées jusqu’à présents. Le choix d’ajouter 20 mol.% de cholestérol se justifie 
car ce ratio permet de rigidifier légèrement la membrane et donc de potentiellement influencer les 
propriétés de perméabilité des GUVs. 

Lipides  Egg PC SPE CHS 

Pourcentages 
molaires 

1. 100 - - 
2. 80 - 20 
3. - 100 - 
4. - 80 20 

Tableau 8 Compositions des membranes des GUVs électroformées en conditions physiologiques utilisées pour le contrôle de 
perméabilité. Egg PC = extrait naturel de phosphatidylcholine issu de jaune d’œuf. SPE = extrait naturel de graines de soja. 
CHS = cholestérol. 

Les vésicules sont électroformées en tampon PBS (même tampon qu’utilisé pour les GUVs 
avec réservoir) avec le protocole mis en place au laboratoire et décrit dans le Chapitre 2. Après for-
mation des vésicules, une solution de Dextran FITC (70 kDa) est ajoutée au milieu et le signal de 
fluorescence est suivi en microscopie confocale. Nous analysons ici la vitesse de pénétration-diffusion 
vers le milieu intravésiculaire. Puisque les vésicules sont obtenues par électroformation et sont ex-
ploitées directement sur l’électrode (lame d’ITO), il faut garder à l’esprit la présence de la protrusion 
au pied des vésicules électroformées. Celle-ci peut être une porte d’entrée pour les molécules de Dex-
tran vers le milieu intravésiculaire, de même qu’elle était, par ailleurs, une source de fuite des espèces 
vers l’extérieur (voir paragraphe I.2.a.i). Néanmoins, il est envisageable que les cinétiques de diffu-
sion du Dextran 70 kDa par cette protrusion soient plus rapides que celles nécessaires à la diffusion 
par la membrane pour des raisons stériques. 

Quelques-unes des vésicules analysées sont présentées sur les Figure 108 à Figure 111.  
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Figure 108 1. Egg PC 100 mol.% 
Suivi de l’augmentation de fluorescence au sein de GUVs électroformées par diffusion d’une solution de Dextran FITC 70 kDa 
([Glucose] = 1,7 mM final – [FITC] = 7 µM final). Les images ont été obtenues en microscopie confocale. Le signal de fluores-
cence a été extrait des images au niveau du centre des GUVs. A droite, deux images enregistrées après addition de la solution 
à (a) t = 0. (b) t = 1h. L’échantillon est illuminé toutes les 30 s pendant 1h. Bar d’échelle = 50 µm. 

Figure 109 2. Egg PC 80 mol.% - CHS 20 mol.% 
Suivi de l’augmentation de fluorescence au sein de GUVs électroformées par diffusion d’une solution de Dextran FITC 70 kDa 
([Glucose] = 1,7 mM final – [FITC] = 7 µM final). Les images ont été obtenues en microscopie confocale. Le signal de fluores-
cence a été extrait des images au niveau du centre des GUVs. A droite, deux images enregistrées après addition de la solution 
à (a) t = 0. (b) t = 1h. L’échantillon est illuminé toutes les 30 s pendant 1h. Bar d’échelle = 50 µm. 

Figure 110 3. SPE 100 mol.% 
Suivi de l’augmentation de fluorescence au sein de GUVs électroformées par diffusion d’une solution de Dextran FITC 70 kDa 
([Glucose] = 3,8 mM final – [FITC] = 15 µM final). Les images ont été obtenues en microscopie confocale. Le signal de fluo-
rescence a été extrait des images au niveau du centre des GUVs. A droite, deux images enregistrées après addition de la 
solution à (a) t = 0. (b) t = 1h. L’échantillon est illuminé toutes les 10 s pendant 1h. Bar d’échelle = 50 µm. 
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Pour chaque composition de lipides, une inhomogénéité en termes de cinétique de diffusion 
est constatée mais une tendance est observée avec une cinétique plus lente pour les deux compositions 
à base d’Egg PC. Par ailleurs, l’effet de la présence du cholestérol (20 mol.%) n’est pas évident à 
partir des analyses de ces images. Finalement, entre les deux mélanges (Egg PC et SPE), il semble 
bien qu’il ait une influence de la composition de la membrane sur la diffusion du Dextran FITC 70 
kDa. Celui-ci étant chargé négativement à pH 7,4 (déprotonation du groupement FITC) [296], cet 
effet pourrait être d’origine électrostatique. En effet, la phosphatidylcholine (seul lipide présent dans 
Egg PC mais avec différentes longueurs de chaines et nombre d’insaturations) est un phospholipide 
zwittérionique donc globalement neutre. Dans la composition plus complexe du mélange SPE (voir 
Chapitre 2, paragraphe III.2.a), la phosphatidylcholine représente près de 50 wt/wt%. Cependant, en-
viron 25 wt/wt% des phospholipides de ce mélange sont chargés négativement (phosphatidylinositol 
et acide phosphatidique). Cela peut donc changer à la fois leurs interactions entre eux au sein de la 
membrane formée, ainsi qu’avec les molécules externes cherchant à diffuser à travers.  

Plusieurs hypothèses basées sur la présence de domaines lipidiques peuvent être proposées : 
(1) Un effet de répulsion électrostatique entre les lipides anioniques permettrait d’augmenter le vo-

lume entre les têtes polaires des lipides. De plus, selon la théorie de Debye-Hückel, la répartition 
des ions du milieu extravésiculaire se trouvant dans l’environnement proche de la membrane ne 
sera pas la même au niveau des phospholipides anioniques conduisant à une concentration en 
charges positives. Les molécules de Dextran FITC (chargées négativement à pH 7,4) pourraient 
alors avoir tendance à s’accumuler dans cet environnement par attraction électrostatique. Ainsi, 
en considérant un effet synergétique entre la répulsion inter-lipides (têtes) et une attraction entre 
les molécules de Dextran FITC et la couche dense de Stern proches des lipides, alors il est envi-
sageable que la diffusion à travers la membrane soit favorisée. 

(2) A l’inverse, il y a un fort effet de répulsion électrostatique entre les têtes des phospholipides 
anioniques et les molécules de Dextran FITC et la diffusion n’est possible qu’au niveau des do-
maines formés de lipides zwittérioniques.  

(3) La formation des rafts lipidiques conduit à la formation de domaines plus fluides permettant alors 
la diffusion des molécules de Dextran FITC. 

1 1 

2 2 

3 3 a b 

Figure 111 4. SPE 80 mol.% - CHS 20 mol.% 
Suivi de l’augmentation de fluorescence au sein de GUVs électroformées par diffusion d’une solution de Dextran FITC 70 kDa 
([Glucose] = 1,7 mM final – [FITC] = 7 µM final). Les images ont été obtenues en microscopie confocale. Le signal de fluores-
cence a été extrait des images au niveau du centre des GUVs. A droite, deux images enregistrées après addition de la solution 
à (a) t = 0. (b) t = 1h. L’échantillon est illuminé toutes les 30 s pendant 1h. Bar d’échelle = 50 µm. 
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Par ailleurs, un dernier test a été effectué pour contrôler si l’homogénéité des cinétiques de 
diffusion est due à des vésicules avec ou sans protrusion. Pour cela, des vésicules (SPE 100 mol.%) 
obtenues par électroformation en tampon phosphate ont été détachées, elles sont alors soumises uni-
quement aux mouvements de convection existants au sein de la solution. Une solution de calcéine (5 
µM final) a été ensuite ajoutée à cette solution. Dans cette configuration, il n’est pas possible de suivre 
le signal de fluorescence d’une GUV en particulier puisqu’elles sont en mouvement permanent. 
L’idée est d’enregistrer des images dans un plan donné de la solution puis d’analyser toutes vésicules 
passant dans le champ, poussées par la convection. Une analyse statistique sur plusieurs centaines 
d’images a mis en évidence que, pour environ 60% des vésicules observées (dans l’approximation où 
chaque vésicule n’est observée qu’une seule fois), le signal de fluorescence dans le milieu intravési-
culaire augmente mais que 30% d’entre elles semblent « imperméables » à la calcéine contrairement 
à ce qui avait été observé précédemment (Figure 105). La différence réside très certainement dans la 
statistique. Ici un grand nombre de vésicules ont été analysées sur un même échantillon alors que les 
observations faites jusqu’à alors sont observées sur 4 à 5 vésicules par échantillon. Finalement, l’in-
homogénéité des cinétiques de diffusion semble intrinsèque à un comportant inhomogène des vési-
cules. 

e. Pores transitoires et complément sur l’oxydation des lipides 

La présence de pores transitoires dans la membrane, générés par l’existence d’une tension de 
membrane, se fonde sur l’hypothèse que la cinétique de migration des lipides du réservoir vers la 
membrane soit limitante est envisagée. Ainsi, un contrôle simple peut être mis en place de la même 
manière que sur les expériences de contraste négatif décrites dans le paragraphe précédent. Ici, le 
signal de fluorescence d’une vésicule formée par déshydratation-réhydratation est suivi. Les vésicules 
gonflent en tampon phosphate grâce au gradient osmotique créé lors de l’hydratation. Elles sont en-
suite récupérées puis transférées et immobilisées sur un substrat. Enfin, une solution de Dextran FITC 
70 kDa est ajoutée au milieu extravésiculaire. Dans cette configuration, aucun champ électrique n’est 
appliqué et la membrane n’a subi aucune microinjection. Cette expérience permet donc de faire un 
double contrôle : (1) pas de tension mécanique donc pas de pores transitoires et (2) absence d’impul-
sions électriques donc pas d’oxydation des phospholipides. Le signal de fluorescence au niveau de la 
vésicule est suivi par microscopie confocale (Figure 112). 
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Figure 112 . SPE 100 mol.% 
Suivi de l’augmentation de fluorescence au sein d’une GUV avec réservoir par diffusion d’une solution de Dextran FITC 70 kDa 
([Glucose] = 1,7 mM final – [FITC] = 7 µM final). Les images ont été obtenues en microscopie confocale. Le signal de fluores-
cence a été extrait des images au niveau du centre de la GUV. A droite, deux images enregistrées après addition de la solution 
à (a) t = 0. (b) t = 4,5h. 

a b 



Chapitre 3 : Modification du milieu interne et déclenchement contrôlé de la réaction enzymatique 

110 

 

Comme sur les essais effectués avec les GUVs électroformées, nous observons une augmen-
tation de la fluorescence dans la vésicule indiquant que le polymère diffuse progressivement de l’ex-
térieur vers l’intérieur du liposome. Cependant sur la Figure 112, le signal de fluorescence est enre-
gistré pendant plus de 4h. Ainsi si la cinétique de diffusion observée ici est comparée avec celles 
obtenues pour les vésicules électroformées, il en résulte que celle des GUVs avec réservoir semble a 
priori plus lente. Mais il est difficile de tirer des conclusions générales puisque nous venons justement 
de définir l’inhomogénéité du comportement des vésicules vis-à-vis de la diffusion des espèces. 

Néanmoins, l’équipe à l’origine du développement des liposomes avec réservoir de lipides 
ont réalisé des études d’encapsulation allant jusqu’à l’étude de réactions enzymatiques dans ces sys-
tèmes sans qu’il ne soit jamais fait état d’une fuite dans les proportions où nous l’avons constaté (les 
GUVs que nous avons utilisés sont identiques en termes de composition et nous sommes équipés avec 
le même matériel que cette équipe) [277], [297], [298]. 

 

Les propriétés de perméabilité des membranes ont été étudiées en microscopie de fluores-
cence pour tenter de comprendre les mécanismes mis en jeu dans la diffusion des espèces entre l’in-
térieur et l’extérieur des vésicules unilamellaires phospholipidiques. Cette étude montre qu’il n’y a 
pas formation de pores permanents après application des impulsions électriques. Nous avons égale-
ment mis en évidence que les GUVs formées avec les lipides SPE présentent une cinétique de diffu-
sion plus rapide vis-à-vis du Dextran FITC 70 kDa par rapport à celles formées à partir d’Egg PC. 
Cependant, un comportement inhomogène des vésicules a aussi été observé en regard des cinétiques 
de diffusion. Chaque vésicule peut avoir un comportement différent et le choix d’une vésicule en 
particulier, qui pourrait servir de microréacteur, ne peut être fait. 

Finalement, après ces nombreux contrôles, nous n’avons pas pu déterminer exactement quel 
mécanisme permet la diffusion d’espèces (de poids moléculaires et de charges variés) au niveau des 
vésicules. La réponse est d’ailleurs probablement multiple et tient compte de plusieurs des paramètres 
évoqués. 
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IV. Contrôle du déclenchement de la réaction enzymatique 

L’objet de ce chapitre est la modification du milieu interne du microréacteur. Les paragraphes 
précédents reprennent les différentes approches que nous avons mis en place pour répondre aux exi-
gences du système. Nous avons vu que celui-ci est complexe mais l’étude d’une réaction enzymatique 
telle que le projet le propose se doit d’être réalisée de façon contrôlée. Ainsi, en parallèle de ce qui a 
été présenté, l’idée de déclencher la réaction enzymatique de façon contrôlée par la formation d’un 
réseau de vésicules connectées par des nanotubes de phospholipides (Nanotube Vesicles Network  = 
NVN) a été développée. Des résultats préliminaires ont été obtenus mais la perméabilité des vésicules 
s’est avérée ne pas être en adéquation avec ce système, c’est pourquoi nous avons ensuite pris le parti 
d’utiliser sur ces propriétés particulières de perméabilité en les couplant avec la microinjection. 

1. Formation d’un réseau de vésicules connectées par des nanotubes : prin-
cipe 

Les réseaux de vésicules connectées par des nanotubes (NVN) ont été notamment développés 
par l’équipe d’O. Orwar au début des années 2000 [277], [299]–[303]. La formation de NVN est basée 
sur les vésicules jumelées avec un réservoir de lipides et la technologie de l’électro-microinjection 
présentée au paragraphe II.2. L’observation de l’existence de nanotubes lipidiques remonte aux an-
nées 70 avec les travaux de W. Helfrich sur la mécanique et la biophysique des membranes qui seront 
rapidement suivi par d’autres [304]–[307]. E. Evans explique en 1994 que la formation d’un nanotube 
à partir d’une vésicule ne peut être réalisé qu’à la condition que la tension de membrane le permette ; 
la vésicule, dite vésicule mère, doit alors posséder un excès de membrane [307]. Ceci peut être obtenu 
dans le cas où les vésicules ont subi un déséquilibre osmotique par déshydratation du milieu extravé-
siculaire. Pour tendre vers un retour à l’équilibre osmotique, l’eau contenue dans les vésicules 
s’échappe vers l’extérieur, celles-ci sont moins gonflées et deviennent plus souples, offrant alors un 
excès de membrane. Cet effet peut également être apporté par le réservoir de lipides qui agira natu-
rellement comme une source capable de nourrir la membrane du nanotube en formation [303]. La 
seconde condition physique nécessaire à la formation d’un nanotube est l’application d’une force 
localisée sur un point en surface de la vésicule et d’énergie suffisante pour tirer un nanotube, c’est-à-
dire pour modifier considérablement le rayon de courbure des lipides ; la micromanipulation répond 
à cette exigence. Cette force est donnée par l’Equation 40 [303]: 

𝑓 = 2𝜋√2𝜎𝜅𝐶  

où 𝜎 représente la tension de membrane (N.m-1) et 𝜅𝐶  est le module d’élasticité (N.m). Quant au rayon 

𝑅𝑡 du nanotube (m), il dépend uniquement de la tension de membrane et de l’énergie de courbure 
(module d’élasticité) : 

𝑅𝑡 = √
𝜅𝐶

2𝜎
 

Il existe plusieurs techniques de formation de NVN et parmi elles, nous nous intéresserons au 
NVN obtenu par inflation d’une vésicule. Il s’agit de pénétrer une GUV formée par déshydratation-
réhydratation par électro-microinjection (Figure 113 a) comme décrit au paragraphe II.2. Ensuite, la 
pipette est retirée de la vésicule mère entrainant la formation d’un nanotube (Figure 113 b-c). Une 
vésicule fille est créée au bout du nanotube par injection d’une solution dans le nanotube au niveau 

(40) 

(26) 
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de la pointe de la pipette (Figure 113 d). La nouvelle vésicule est ensuite immobilisée sur un substrat 
(lame de verre recouverte d’une résine époxy de type SU-8, voir protocole détaillé en Annexe II.4.b) 
(Figure 113 e). Enfin, la micropipette est retirée de la vésicule par application d’impulsions électriques 
cathodiques (Figure 113 f). Ces étapes constituent la base de la formation des réseaux de vésicules. 

       

Dans la suite du protocole de formation de NVN, il s’agit de répéter les mêmes étapes pour 
former de multiples vésicules filles. Néanmoins, plusieurs géométries de NVN existent et sont plus 
ou moins complexes. En effet, la première possibilité est de répéter les étapes de la Figure 113 et un 
réseau de vésicules filles toutes connectées à la vésicule mère peut être ainsi obtenu. Par ailleurs, il 
est également possible, après formation de la première vésicule fille et immobilisation, de poursuivre 
la formation d’une seconde vésicule fille de manière analogue aux étapes b à e. La vésicule mère 
continue de fournir les lipides nécessaires pour la création de cette vésicule même via l’intermédiaire 
de la première vésicule fille. 

Dans le cadre de notre projet, l’idée de base était d’utiliser cette technologie pour déclencher 
la réaction enzymatique de manière contrôlée. Dans le cas de l’étude de la NO-Synthase, une première 
vésicule fille pourrait être formée avec l’enzyme et les cofacteurs lui permettant d’être dans sa con-
formation active (BH4, L-Arginine, calmoduline) (Figure 114 a-c). La GUV serait ensuite déposée 
sur le substrat SU-8 puis la pipette serait retirée. Une seconde vésicule est formée mais, cette fois, 
avec le substrat (NADPH) (Figure 114 d). Le système est alors dans une configuration où deux vési-
cules filles sont connectées à la vésicule mère et une des vésicules est toujours connectée à la pointe 
de la pipette. Cette dernière est alors déplacée de sorte que les deux nanotubes se réarrangent sous 
l’effet de la minimisation de l’énergie libre du système (Figure 114 e-f). En effet, du fait la continuité 
de la membrane, les propriétés d’auto-assemblage constituent alors un outil fascinant. Comme men-
tionné précédemment, l’énergie de surface est repartie de façon inhomogène sur l’ensemble du réseau, 
cette différence étant liée aux rayons de courbure des lipides dans la membrane, très important pour 
le nanotube mais très faible voire nul pour la GUV. L’énergie libre d’un nanotube de lipide est si 
élevée que celui-ci ne peut pas exister naturellement s’il n’est pas attaché entre deux points. En cas 
de détachement, le nanotube se rétracte et se réincorpore à la vésicule. De manière analogue, lorsque 
nos deux vésicules filles sont connectées à la même vésicule mère, et qu’une des vésicules est dépla-
cée, vient un moment où les deux nanotubes se rencontrent. Ils vont alors se réarranger de façon à 

a b 

f e 

c d 

Figure 113 Représentation schématique des diffé-
rentes étapes de la formation d’un réseau de deux vé-
sicules connectées par un nanotube utilisant la tech-
nique d’inflation de vésicules. (a) La membrane de la 
vésicule est pénétrée par association d’une force mé-
canique (F) et d’impulsions électriques anodiques 
(+V). (b-c) Un nanotube est formé quand la pipette est 
retirée de la vésicule mère. La membrane du nanotube 
est la même que celle de la vésicule, c’est-à-dire, une 
bicouche de phospholipides d’environ 5 nm d’épais-
seur. (d) Une vésicule fille est créée au bout du nano-
tube par injection d’une solution dans le nanotube au 
niveau de la pointe de la pipette. (e) La nouvelle vési-
cule peut être immobilisée sur un substrat (lame de 
verre recouverte d’une résine photosensible SU-8)  en 
appliquant une légère force axiale (F)  par translation 
de la pipette. (f) La micropipette est hottée de la vési-
cule par translation transversale de la pipette (F) et 
application d’impulsion électriques cathodiques (-V).  
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former une jonction à trois voies (three-way junctions) avec un angle de 120° entre les trois voies 
(Figure 114 e, Figure 115), ceci constituant la configuration de moindre énergie. La vésicule fille 
continue d’être déplacée jusqu’à ce que les nanotubes se soient réarrangés pour former une connexion 
directe entre les deux vésicules filles, l’une contenant l’enzyme et l’autre le substrat (Figure 114 f). 
La dernière étape consiste simplement à rapprocher les deux vésicules filles (Figure 114 g). Au-delà 
d’une certaine distance, les deux vésicules filles fusionnent et les réactifs sont mis en présence les uns 
des autres quasi-instantanément : la réaction enzymatique est initiée (Figure 114 h). 

 

 

    

Le développement des réseaux de vésicules connectées par des nanotubes a ouvert de nou-
velles voies pour l’étude du transport de matière dans les nanotubes. Globalement, dans le cas du 
réseau utilisé ici, on peut considérer comme négligeable la diffusion d’espèces dans le nanotube étant 
donnée la faible probabilité qu’une molécule atteigne l’entrée du nanotube. En effet, le diamètre de 
celui-ci n’étant que de quelques dizaines à centaines de nanomètres, il est statistiquement difficile 
qu’une molécule diluée dans le volume total de la vésicule atteigne le nanotube. Ainsi, le temps né-
cessaire au transport par simple diffusion est très long (ordre de l’heure) en comparaison des temps 
nécessaires à cette expérience (5 à 10 minutes) [264]. Les recherches portant sur le transport de ma-
tière au sein des nanotubes s’appuient sur des stimulations mécaniques des vésicules pour forcer la 
convection et le passage des molécules vers la seule sortie disponible, à savoir le nanotube [264], 
[303], [308]. Par ailleurs, A.S. Cans et al. ont utilisé les possibilités offertes par les NVN pour simuler 
des phénomènes d’exocytose vésiculaire [309], [310]. 

  

a 

c 

f 

b 

d 

g 

e 

h 

Figure 114 Représentation schématique de la technique ba-
sée sur la formation de NVN pour contrôler le déclenchement 
d’une réaction enzymatique. (a) Au départ une vésicule ju-
melée à un réservoir de lipide est électroporée avec une mi-
cropipette. (b) Un nanotube est étiré de la vésicule mère. (c) 
Une première vésicule fille est formée sur la pointe de la pi-
pette puis est immobilisée sur un substrat et la pipette est 
retirée. Elle est injectée avec une solution contenant l’en-
zyme. (d) Une seconde vésicule fille est formée avec une so-
lution contenant le substrat de l’enzyme. (e) La seconde vé-
sicule fille est déplacée, le nanotube se réarrange par mini-
misation spontanée d’énergie de surface en jonction à trois 
voies. (f) La seconde vésicule est déplacée de façon à obtenir 
une connexion directe entre les deux vésicules filles. (g) En 
déplaçant la seconde vésicule fille, le nanotube est con-
sommé par les vésicules, diminuant ainsi l’énergie élastique 
de la totalité de la membrane. (h) Après une certaine dis-
tance, la membrane se réarrange et les deux vésicules filles 
fusionnent pour ne former qu’une seule vésicule sphérique. 
Les réactifs sont en présence les uns des autres : la réaction 
enzymatique est déclenchée. [277] 

Figure 115 Représentation schématique de l’auto-assem-
blage des nanotubes dans un réseau de trois vésicules. 
Quand deux nanotubes émanant d’une vésicule centrale 
dans un réseau en V se rejoignent, il y a coalescence et for-
mation d’une jonction à trois voies qui se positionne aux 
coordonnées correspondant à un arrangement de moindre 
énergie. [303]. 
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2. Déclenchement réactionnel contrôlé par minimisation d’énergie libre 
Cette technique a été mise en place au laboratoire et nous a permis de former les réseaux 

nécessaires pour déclencher une réaction enzymatique (Figure 116). 

 
Cependant, les propriétés de perméabilité des membranes mises en évidence au paragraphe 

III nous ont obligés à repenser notre stratégie. En effet, bien que le temps nécessaire à la formation 
du réseau ne soit que de quelques minutes, ce temps est suffisant pour perdre le contrôle sur les con-
centrations en espèces présentes dans les vésicules. Si les concentrations ne sont plus connues, alors 
l’analyse quantitative des espèces produites ne devient plus possible. 

En conclusion de ce troisième chapitre, face à la complexité des phénomènes mis en jeu dans 
les systèmes de vésicules développés (électroformées ou réhydratatées), nous avons dû adapter nos 
stratégies de modification du milieu interne du microréacteur pour rester dans des conditions contrô-
lées. D’une part, l’encapsulation directe au cours de l’électroformation s’est montrée limitante à cause 
de la protrusion existante au pied de la vésicule, de même qu’à cause de la dénaturation de l’enzyme 
NO-synthase au cours de la formation des vésicules. Ensuite, l’électro-microinjection et la formation 
d’un réseau de vésicules pour un déclenchement contrôlé de la réaction semblait être une approche 
prometteuse, mais des problèmes de contrôle des concentrations des espèces se sont posés, dus aux 
propriétés de perméabilité des membranes.  

Finalement, la stratégie qui sera adoptée pour la suite de l’étude consistera à conserver les 
vésicules jumelées au réservoir de lipides, de même que l’électro-microinjection mais nous allons 
maintenant jouer avec les propriétés de perméabilité des membranes afin d’adapter les conditions 
expérimentales au système. 

 

Figure 116 Formation d’un NVN et fusion de deux vésicules filles pour le déclenchement de la réaction enzymatique. (a) La 
première vésicule fille a été formée et immobilisée sur la résine SU-8. Le focus est fait sur la vésicule fille. (b) Une seconde 
vésicule a été formée sur la pointe de la pipette et les trois vésicules forment un réseau en V avec la vésicule mère au centre 
de ce réseau. Le focus est fait sur la vésicule mère et la deuxième vésicule fille. (c) La deuxième vésicule a été déplacée de 
sorte que le nanotube s’auto-assemble et permette une connexion directe entre les deux vésicules filles. (d) Les deux vésicules 
sont mises en contact. (e-g) Les deux vésicules fusionnent. (h) Une vésicule sphérique est issue de la fusion des deux vésicules 
filles. Images de microscopie plein champ illuminées en contraste de phase interdifférentiel. Bar d’échelle = 10 µm 
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Chapitre 4 : Couplage entre électrochimie et microscopie de fluorescence pour 
la détection des espèces produites 

En chimie analytique, l’électrochimie intègre une gamme de techniques permettant la carac-
térisation d’un grand nombre de systèmes, à condition que l’espèce sondée soit électroactive. Les 
deux principales techniques pour l’analyse de réactions faradiques sont la voltamétrie cyclique et la 
chronoampérométrie. En voltamétrie cyclique, des variations de potentiels, linéaires ou par incré-
ments, sont appliquées et c’est la quantité de courant traversant l’électrode qui est suivie en fonction 
du potentiel. Cette technique permet d’étudier à quel potentiel une réaction redox a lieu au sein d’une 
solution. En chronoampérométrie, le potentiel est fixé à une certaine valeur (potentiel d’oxydation ou 
de réduction de l’espèce étudiée, souvent déterminé en amont par voltamétrie cyclique) et le courant 
est suivi au cours du temps. Les variations de courant au cours du temps informent sur la dynamique 
des réactions redox. De plus, le courant est relié aux concentrations des espèces électrolysées et ces 
techniques permettent donc de faire des études quantitatives. 

Par ailleurs, la microscopie optique permet l’observation d’objets en lumière blanche, en fond 
noir et par stimulation de sa luminescence, notamment par fluorescence. Les systèmes de détection 
sont multiples et permettent l’obtention d’images plus ou moins résolues. Typiquement, la résolution 
minimale des microscopes optiques est de l’ordre de la longueur d’onde, c’est-à-dire de quelques 
centaines de nanomètres (échelle submicrométrique). 

De manière générale, en chimie analytique, l’avantage de coupler plusieurs techniques de 
caractérisation réside dans leur complémentarité. Dans ce projet, l’association de l’électrochimie et 
de la microscopie optique présente l’intérêt de combiner la sensibilité de l’électrochimie (détection 
de concentrations nano- à micromolaires) avec la résolution spatiale de la microscopie [57]. En par-
ticulier, la résolution de la microscopie optique est en accord avec celle des microréacteurs utilisés et 
de l’échelle des processus de diffusion (µm). Les premiers travaux de couplage entre l'électrochimie 
et la microscopie de fluorescence plein champ datent des années 90 avec les études menées par Eng-
strom et al. qui ont imagé, au niveau de l’électrode, des réactions mettant en jeu des transfert de 
protons (réduction de l’eau et de l’oxygène, formation d’oxydes) grâce à une sonde fluorescente sen-
sible au pH (fluorescéine) [311]–[313]. A partir de 2002, Unwin et al. ont couplé l’électrochimie et 
la microscopie confocale à balayage (EC-CLSM) et ils ont montré que cette technique était quantita-
tive dans une étude dans laquelle la fluorescéine réagit sous l’effet d’un transfert de protons généré 
lors de la réduction de la benzoquinone en hydroquinone [314] ou lors de la réduction de l’eau ou de 
l’oxygène [315]. 

Ces travaux pionniers reposent sur la réactivité électrochimique d’une sonde redox, condui-
sant à un transfert de proton impliqué dans la réactivité ou l’équilibre acido-basique d’une espèce 
fluorescente. Cependant, il est aussi possible de générer la fluorescence par oxydation ou réduction 
directe d’une espèce fluorogénique, on parle alors d’électrofluorochromisme. Aujourd’hui un grand 
nombre d’études sont basées sur ces phénomènes [57], [316]–[321]. Au cours de notre étude de la 
réaction bienzymatique d’oxydation du glucose catalysée par la glucose oxydase (GOX), suivie de 
l’oxydation de l’Amplex Red (AR) catalysée par la peroxydase, nous avons mis en évidence le carac-
tère électrofluorogénique de l’Amplex Red [322] ; ces travaux seront présentés dans la première partie 
de ce chapitre. 
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Cette réaction a ensuite été étudiée en microréacteur biomimétique. Tout d’abord, c’est l’en-
semble de la réaction bienzymatique qui a été caractérisée en microscopie confocale grâce à la pro-
duction du fluorophore, la resorufine, ce qui a permis de mettre en évidence les propriétés de perméa-
bilité des vésicules vis-à-vis des espèces étudiées. Ensuite, la première partie de la réaction mettant 
en jeu la GOX a été analysée par électrochimie in situ sur ultramicroélectrodes à fibre de carbone. En 
plus de l’avantage qu’offre la taille de ces électrodes par rapport au système étudié (micrométrique), 
l’intérêt particulier des UME (voir Chapitre 1) est lié à l’établissement de régimes de diffusion sphé-
rique à des échelles de temps de l’ordre de la seconde, permettant de détecter un courant stationnaire 
en chronoampérométrie.  

Enfin, nous avons étudié les activités enzymatiques des NO-Synthases. Des résultats prélimi-
naires relatifs à la détection du monoxyde d’azote et des nitrites ont mis en évidence des possibilités 
d’analyses très intéressantes mais aussi un certain nombre de blocages méthodologiques pour l’étude 
de ce type d’oxygénases en solution et à l’échelle d’un microréacteur (GUV).  

 

I. Etude de l’oxydation directe de l’Amplex Red en resorufine  

Dans l’idée de caractériser l’activité de la réaction bienzymatique glucose/GOX/AR/HRP, il 
nous a fallu commencer par une étude préliminaire en solution permettant la caractérisation des pro-
priétés redox des espèces du système par électrochimie. 

Avant de s’intéresser aux réactifs, commençons par expliciter quelques caractéristiques du 
produit final : la resorufine (RS). C’est une sonde absorbant dans le visible, fluorogénique et sensible 
au pH. Son pKa a été déterminé à 5,95 par spectroscopie UV-visible pour différentes valeurs de pH 
en tampons de Britton-Robinson (voir détails en Annexe II.5) ; ce résultat est en accord avec les va-
leurs de pKa reportées et obtenues dans divers solvants (entre 5,7 et 6,8) [323], [324]. Après solubili-
sation, cette molécule présente une coloration rose avec un maximum d’absorption à 572 nm pour un 
coefficient d’extinction molaire de 56 mM-1.cm-1 (pH > 7,5) [325]. C’est également une espèce fluo-
rescente dont le maximum d’émission se trouve à 583 nm pour un rendement quantique équivalent à 

Φ = 0,81 dans l’eau à pH 8,5 [326]. En termes de propriétés redox, la RS présente un groupement 
iminoquinone électroactif (Figure 117). Une réduction réversible à deux électrons conduit à la forma-
tion de la dihydroresorufine (DH), forme qui ne présente pas de propriété photochimique particulière. 
Ainsi, la resorufine présente un caractère fluorogénique puisque sa fluorescence peut être contrôlée 
par réduction chimique ou électrochimique à la surface d’une électrode. De plus, puisque cette réac-
tion est réversible, la fluorescence est contrôlée en fonction de l’état redox de l’espèce : la forme 
oxydée (RS) allume la fluorescence tandis que la forme réduite (DH) l’éteint. Cependant, la dihy-
droresorufine n’est pas stable et s’oxyde spontanément en resorufine en présence d’oxygène. Les 
propriétés fluorogéniques de la resorufine étant très intéressantes, une forme protégée de la DH a été 
synthétisée pour permettre l’utilisation des propriétés de la RS en condition aérées : il s’agit de l’Am-
plex Red (AR). 

L’AR (N-acetyl-3,7-dihydrophenoxazine) est une sonde moléculaire largement utilisée en 
biochimie. Cette molécule porte un groupement acétyl sur l’azote du cycle 1,4-oxazine de la dihy-
droresorufine, ce qui équivaut donc à une forme protégée de celle-ci et lui permet d’être stable en 
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présence d’oxygène (Figure 117). L’AR est aujourd’hui commercialisé, souvent sous forme de kit, et 
sert de test de routine pour la détection d’espèces réactives de l’oxygène et de l’azote (ROS et RNS), 
catalysée par des enzymes (peroxydases, oxygénases, hydrogénases) [327]–[329]. 

 

Cependant, comme déjà explicité dans le Chapitre 1 (paragraphe II.1.b.ii), ces tests doivent 
être conduits dans des conditions spécifiques pour garantir une analyse quantitative. En effet, l’insta-
bilité à la lumière de l’AR est une des principales sources d’erreur. Celui-ci est facilement photo-
oxydable et il est donc impératif de le solubiliser seulement juste avant l’expérience et de toujours 
travailler dans des conditions de faible luminosité. Par ailleurs, des interférences entre l’AR et d’autres 
réactifs entrainent une diminution de la précision et de la sensibilité des tests basés sur la réactivité 
de l’AR.  

L’AR et la RS sont faiblement solubles en solution aqueuse à pH 7,4 et il est nécessaire de 
les solubiliser dans du DMSO. Des solutions stocks concentrées sont préparées puis diluées à la con-
centration souhaitée en tampon PBS pH 7,4 (phosphates 10 mM, NaCl 138 mM, KCl 2,7 mM). 

Cette étude couple d’une part, l’électrochimie qui permet de sonder les propriétés redox des 
espèces ; ici, c’est l’électrode qui assure le transfert d’électrons à la place d’une enzyme, et d’autre 
part, la spectroscopie et la microscopie de fluorescence permettent de visualiser la formation ou con-
sommation de la resorufine sous contrôle électrochimique.  

La première partie de l’étude a mis en évidence une oxydation directe de l’AR par électrochi-
mie, puis nous avons identifié le produit issu de cette oxydation par spectroélectrochimie et complété 
la caractérisation en imageant la surface de l’électrode par microscopie confocale sous contrôle élec-
trochimique. Ces résultats ont été publiés en 2016 [322]. 

  

Figure 117 (a) Structure chimique de l’Amplex Red (AR). (b) Réduction électrochimique de la resorufine (RS) 
en dihydroresorufine (DH). 
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1. Mise en évidence d’une oxydation directe de l’Amplex Red par voltamé-
trie cyclique 

Une étude par voltamétrie cyclique a été réalisée sur macroélectrode de platine (diamètre 1,7 
mm) avec des solutions tamponnées (PBS 10 mM, pH 7,4) d’Amplex Red (AR) et de resorufine (RS) 
à 2,5.10-4 mol.L-1. La vitesse de balayage a été tout d’abord fixée à 0,05 V.s-1 et trois gammes de 
potentiels ont été étudiées (toutes les valeurs de potentiels sont exprimées par rapport à l’électrode de 
référence Ag/AgCl). 

Sur la Figure 118 a, le balayage en potentiel est effectué de 0 V à - 0,85 V. On observe pour 
la resorufine une vague de réduction (I < 0) dont le potentiel de pic est proche de - 0,5 V, puis sur le 
balayage retour, une vague d’oxydation (I > 0) à - 0,25 V. Ce couple de vagues correspond à un 

système électrochimique réversible de transition de la resorufine à la dihydroresorufine (RS ↔ DH) 
impliquant le transfert de deux électrons et deux protons (Figure 117 b). Le voltampérogramme de 
l’AR ne présente qu’un épaulement à environ - 0,65 V correspondant à une réduction qui semble 
irréversible bien qu’un large épaulement soit observé en oxydation à environ + 0,5 V. Aucun courant 
faradique n’est clairement identifié ce qui semble montrer que la resorufine ne soit pas formée par 
électrochimie dans ces conditions expérimentales. Ce résultat n’est pas en accord avec l’étude de 
Gajovic-Eichelmann et al. [330] mais, leurs résultats avaient été obtenu dans un tampon différent et 
à pH 5. Dans ces conditions, le pH est inférieur au pKa de la RS (5,95) ce qui modifie ses propriétés 
de solubilité en solution aqueuse et donc probablement les cinétiques de transfert d’électrons. De plus, 
les réactions redox étudiées ici mettent en jeu un transfert de protons. Ainsi, le potentiel du couple 
sera décalé, d’après le principe de Le Châtelier et selon l’équation de Nernst, puisqu’il y a génération 
de protons :  

𝐸𝑝𝐻 5 = 𝐸0 −
0,06

𝑛
log

[𝐷𝐻]

[𝑅𝑆]
 

𝐸𝑝𝐻 7,4 = 𝐸0 −
0,06

𝑛
log

[𝐷𝐻]

[𝑅𝑆−][𝐻+]
 

Par ailleurs, le pKa de l’AR étant donné à 8,5 [331], celui-ci conserve les mêmes propriétés 
de solubilité dans notre étude et celle proposée par Gajovic-Eichelmann [330] et le potentiel d’oxy-
dation n’est pas influencé par la génération de protons. On note que la formation de protons lors des 
réactions redox de la RS ne doit pas influencer le pH de la solution puisque, d’une part, seule une 
faible quantité de RS est oxydée, les réactions électrochimiques n’ayant lieu qu’à la surface de l’élec-
trode, et d’autre part, du fait de l’effet de la capacité du PBS. 

Sur la Figure 118 b, le potentiel est balayé de 0 V à + 0,55 V. Ici, la courbe de la RS ne 
présente aucune vague, alors que l’AR est oxydé de façon irréversible à + 0,40 V.  

Enfin, sur la Figure 118 c, le balayage commence à 0 V, passe par - 0,90 V puis remonte à + 

0,60 V. A nouveau le système RS ↔ DH est observé de manière réversible sur le voltampérogramme 
de la RS. Par ailleurs, sur le signal de l’AR, le pic d’oxydation déjà mis en évidence sur la Figure 118 
b est à nouveau visualisé. De plus, un système réversible est observé aux mêmes potentiels que le 
vague de réduction de la RS et d’oxydation de la DH. Ces deux vagues n’apparaissent pas au premier 
balayage mais seulement à partir du second montrant leur dépendance avec l’oxydation de l’AR. 

(42) 

(41) 
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L’hypothèse émise est que l’AR est d’abord oxydé en RS à + 0,40 V puis que la RS électrogénérée, 
peut être réduite en DH, elle-même électrogénérée puis oxydée en RS de manière réversible, d’où 

l’apparition des vagues à - 0,50 V (RS → DH) et - 0,25 V (DH → RS) à partir du second balayage. 

Ensuite, dans le but de déterminer si la cinétique du processus électrochimique dépend plutôt 
de la diffusion ou de l’adsorption, des voltampérogrammes ont été enregistrés pour différentes vi-
tesses de balayage. Une relation linéaire entre le courant du pic anodique (vague d’oxydation) de l’AR 
et la racine carrée de la vitesse de balayage est mise en évidence, démontrant alors que le mécanisme 
redox est sous contrôle diffusionnel. Le coefficient de diffusion de l’AR peut être déterminé à partir 
des données de la Figure 118 d. Le calcul, basé sur l’équation de Randles-Ševcik, prend en compte la 
pente de la droite et est fait dans l’hypothèse d’une réaction redox à deux électrons suivie d’une réac-
tion chimique de dismutation [331]. Le coefficient de diffusion est calculé à 4,8.10-6 cm2.s-1 et apparaît 
légèrement plus élevé que celui de la resorufine, reporté dans la littérature à 1,9.10-6 cm2.s-1 [57]. 

 

 
 

En conclusion, nous avons mis en évidence par voie électrochimique l’oxydation irréversible 
de l’Amplex Red. Un système réversible apparaît seulement après cette oxydation. Celui-ci semble 
correspondre au couple redox RS/DH mais la simple analyse des données de voltamétrie cyclique 
n’est pas suffisante. Une caractérisation des produits issus de ces réactions redox est nécessaire pour 

Figure 118 (a-c) Analyses par voltamétrie cyclique d’une solution d’Amplex Red (AR, rouge) et de resorufine (RS, bleu) enregis-
trés sur macroélectrode de platine en tampon phosphate (pH 7,4). La concentration est fixée à 2,5.10-4 mol.L-1 pour les deux 
solutions. La vitesse de balayage est de 0,05 V.s-1. (d) Relation linéaire entre le courant de pic anodique de l’AR et la racine 
carrée de la vitesse de balayage. Les voltampérogrammes enregistrés aux différentes vitesses de balayage (0,01 à 0,2 V.s-1 
sont insérés. 

+ 

+ 

+ 



Chapitre 4 : Couplage entre électrochimie et microscopie de fluorescence pour la détection des espèces produites 

120 

 

confirmer cette hypothèse. Ceci sera réalisé par spectroélectrochimie et microscopie confocale à ba-
layage couplée à la chronoampérométrie. 

2. Caractérisation du produit issu de l’oxydation de l’Amplex Red par spec-
troélectrochimie 

La spectroélectrochimie consiste à réaliser une expérience d’électrochimie dans une cellule 
de spectroscopie et à enregistrer les signaux photochimiques in situ. Les électrodes sont placées dans 
la cuvette : l’électrode de travail, positionnée en face de la fenêtre optique du spectrophotomètre, 
correspond à une grille de Pt dont la maille permet le passage du faisceau lumineux sans gêne pour la 
mesure ; la contre-électrode consiste en un fil de Pt ; et un fil d’Ag/AgCl sert d’électrode de référence. 
Les expériences sont faites avec une solution d’Amplex Red solubilisé dans du DMSO (solution stock 
à 10-2 M) puis diluée à 10-4 M en tampon PBS (pH 7,4). 

Un suivi de l’absorbance (Figure 119 a-b) et de la fluorescence (Figure 119 c-d) au cours du 
temps (un spectre par minute) est enregistré au potentiel d’oxydation de + 0,5 V (Figure 119 a, c) puis 
au potentiel de réduction de - 0,8 V (Figure 119 b, d) pendant au moins 10 minutes. La densité optique 
est collectée entre 400 et 650 nm et l’émission de fluorescence entre 550 et 750 nm pour une longueur 
d’onde d’excitation fixée à 530 nm.  

Il en résulte une augmentation immédiate de l’absorbance s’exprimant par une coloration rose 
de la solution complétée d’une augmentation de la fluorescence lorsque le potentiel de + 0,5 V est 
appliqué. La signature spectrale du composé formé montre d’abord un épaulement à ~ 530 nm puis 
un maximum d’absorption centré à ~ 570 nm correspondant à la signature de la RS. Après une dizaine 
de minutes, il n’y a plus d’évolution de l’absorbance qui atteint un maximum à environ 0,6. La quan-

tité de RS en solution est calculée à environ 10-4 M (ɛ = 56 mM-1.cm-1, longueur du trajet optique = 1 
mm) indiquant que la totalité de l’AR a été oxydée. En fluorescence, le maximum du pic d’émission 
est centré à ~ 590 nm et un épaulement est situé à ~ 640 nm. De même, après une dizaine de minutes, 
plus aucun changement d’intensité de fluorescence n’est observé. Les signaux d’absorption et d’émis-
sion de fluorescence correspondent à ceux de la resorufine reportés dans la littérature [325]. Ceci met 
donc en évidence l’oxydation directe par électrochimie de l’AR en RS.  

Ensuite, le potentiel est fixé à - 0,8 V entrainant une diminution de signaux d’absorbance et 
de fluorescence. Ceci confirme bien la conversion de la RS en DH qui ne possède pas de propriétés 
photochimiques particulières. 

Enfin, si l’expérience est poursuivie et qu’à nouveau le potentiel d’oxydation est appliqué, 
une nouvelle augmentation des signaux d’absorbance et de fluorescence est observée. En effet, le 
système RS/DH étant réversible, il est alors possible de reformer la RS par oxydation, non plus de 
l’AR mais de la DH.  
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Cette expérience confirme l’hypothèse émise après les expériences de voltamétrie cyclique : 
l’AR est bien oxydé directement en RS par électrochimie sans nécessité d’une étape de réduction en 
amont. Cette oxydation entraine une coloration de la solution et l’émission d’un signal de fluores-
cence (lorsque la solution est excitée à la longueur d’onde ad hoc) faisant donc de l’AR une espèce 
électrochromo- et électrofluorogénique. De plus, le calcul de la quantité de RS formée après oxyda-
tion de l’AR grâce à la densité optique met en évidence le caractère quantitatif de la conversion de 
l’AR en RS. 

Par ailleurs, le système réversible observé en voltamétrie correspond bien au couple RS/DH. 
Après formation de la RS par oxydation de l’AR, celle-ci est réduite en DH à - 0,8 V, conduisant à la 
disparition de la coloration de la solution et du signal d’émission de fluorescence. La réversibilité de 
ce système a été caractérisée en spectroélectrochimie et est observée en microscopie confocale à la 
surface de l’électrode dans le paragraphe suivant. 

 

  

Figure 119 Evolution au cours du temps des signaux de spectroscopie d’absorption (a-b) et (c-d) de fluorescence d’une solution 
d’Amplex Red (AR) (10-4 mol.L-1) enregistrés au cours d’expérience d’oxydation ou réduction. L’oxydation de l’AR est réalisée 
à +0,5 V vs. Ag/AgCl pendant au moins 10 min (a-c) puis la réduction est réalisée à -0,8 V vs. Ag/AgCl dans les mêmes conditions 
(b, d). Les spectres d’émission sont enregistrés pour une longueur d’onde d’excitation fixée à 530 nm (c-d). 
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3. Imagerie in situ de la formation de la resorufine à la surface de l’électrode 
par microscopie confocale 

En complément des expériences de spectroélectrochimie qui prouve la génération de la RS 
par oxydation directe de l’AR grâce à la caractérisation des signaux d’absorbance et de fluorescence, 
nous avons fait l’observation in situ de cette réaction en observant la surface de l’électrode par mi-
croscopie confocale à balayage laser. 

Pour cette expérience, nous avons fabriqué une cellule d’électrochimie hermétique permettant 
le passage d’un flux d’azote et la présence des trois électrodes (électrode de travail : macroélectrode 
de Pt, disque de diamètre 1,7 mm – électrode de référence : fil d’Ag/AgCl – contre-électrode : fil de 
Pt). Cette cellule, dont le fond est constitué d’une lamelle de verre d’épaisseur 0,17 mm est adaptée à 
la microscopie inverse (Figure 120). Un laser de longueur d’onde 514 nm est utilisé comme source 
lumineuse pour la microscopie et permet l’excitation de la RS. Cette étude est faite en condition anaé-
robie à partir d’une solution d’AR de concentration 2,5.10-4 mol.L-1.  

 

 

Une série d’images est enregistrée au niveau de la surface de l’électrode au cours d’une ex-
périence de chronoampérométrie à double saut de potentiels (Figure 121 a-b). Les potentiels de - 0,7 
V pendant 20 s puis + 0,5 V pendant 20 s sont appliqués de manière séquentielle (Figure 121 a). Les 
images de microscopie confocale permettant l’observation alternative de la génération puis de la dis-
parition de la fluorescence sont enregistrées au cours des 20 s d’application de chaque potentiel à t = 
3, 10 et 18 s (Figure 121 b). 

La séquence commence par l’application d’un potentiel de - 0,7 V et aucun signal de fluores-
cence n’est observé puis le passage au potentiel de + 0,5 V conduit à la formation de RS par oxydation 
de l’AR directement observable par l’apparition d’un fort signal d’émission de fluorescence (Figure 
121 b). L’intensité de fluorescence correspondante apparaît de façon progressive jusqu’au prochain 
saut de potentiel permettant la réduction de la RS fluorescente vers la DH non fluorescente : le signal 
diminue alors progressivement à la surface de l’électrode. Le retour au potentiel anodique de + 0,5 V 

Figure 120 Schéma de la cellule d’électrochimie fabri-
quée pour l’enregistrement in situ des images de micros-
copie de fluorescence sous contrôle électrochimique. (1) 
Electrode de travail : macroélectrode de platine (dia-
mètre = 1,7 mm). (2-3) Electrodes de référence : fil 
d’Ag/AgCl – Contre-électrode : fil de Pt. (4-5) Aiguilles 
pour passage d’un flux d’azote. (6) Bouchon de la cellule  
(7) Cellule en plastique. (8) Solution. (9) Lamelle de verre. 
(10) Objectif du microscope. 
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entraîne, comme attendu, l’apparition d’un signal de fluorescence identique à celui obtenu lors du 
premier saut au potentiel d’oxydation.  

De plus, notre microscope confocal étant équipé d’un sélecteur de longueur d’onde en émis-
sion, nous avons réalisé une expérience en balayage de longueurs d’onde. Ainsi, une série d’images 
est enregistrée sur une faible gamme de longueurs d’onde d’émission (bande passante = 10 nm) alors 
que la longueur d’onde d’excitation est fixée à 488 nm et le potentiel de l’électrode à + 0,5 V. L’in-
tensité de fluorescence sur chaque gamme d’émission de 10 nm est ensuite extraite des images dans 
une région d’intérêt (ROI) correspondant à la surface de l’électrode. Le spectre d’émission peut alors 
être construit indirectement à partir de ces images (Figure 121 c). Le maximum d’émission se situe à 
~ 590 nm et un épaulement est observé à ~ 640 nm, ce qui est caractéristique de la signature spectrale 
de la RS. Ce résultat est en complet accord avec ceux obtenus en spectroélectrochimie. 

 

La microscopie in situ couplée à l’électrochimie s’avère être une technique puissante dans la 
détermination de mécanismes redox impliquant des espèces fluorogéniques puisqu’elle fournit des 
informations à la fois chimiques et spatiales sur la réactivité électrochimique. De plus, l’établissement 
d’une couche de diffusion stationnaire permet un enregistrement rapide des variations du signal de 
fluorescence à la surface de l’électrode. L’avantage, par rapport à la spectroélectrochimie, réside dans 

Figure 121 (a) Chronoampérométrie (trait plein) à double saut de potentiels (pointillés). Les potentiels de réduction (- 0,7 V 
vs. Ag/AgCl) et d’oxydation (+ 0,5 V vs. Ag/AgCl) de l’AR sont imposés alternativement toutes les 20 s. (b) Images de micros-
copie confocale focalisées à la surface de l’électrode (macroélectrode de Pt) et enregistrées au cours de l’expérience de chro-
noampérométrie à double saut de potentiels. A chaque changement de potentiel, trois images sont enregistrées à 3, 10 et 18 
s après application du potentiel. (c) Spectre d’émission de fluorescence construit à partir d’une série d’images enregistrées 
pour une gamme de longueurs d’onde d’émission ayant une bande passante de 10 nm et pour une longueur d’onde d’excita-
tion fixée à 488 nm et lorsque le potentiel d’oxydation de l’AR est imposé (+ 0,5 V vs. Ag/AgCl). La zone de l’image sélectionnée 
(ROI = region of interest) pour extraire les données d’intensité de fluorescence correspond uniquement à la surface de l’élec-
trode. Barre d’échelle = 500 µm. 
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la rapidité de la caractérisation puisque l’analyse directe des images permet d’obtenir une information 
spectrale sur la molécule fluorescente générée sans qu’une électrolyse quantitative de la solution soit 
nécessaire. 

 

En conclusion de cette étude, nous avons mis en évidence le caractère électrofluorogénique 
de l’Amplex Red en solution aqueuse à pH 7,4 par couplage in situ entre l’électrochimie, la spectros-
copie et la microscopie confocale. La comparaison croisée entre ces trois techniques permet l’étude 
simultanée des processus faradiques et de fluorescence, révélant ici la formation de resorufine sous 
polarisation anodique de la surface d’électrode.  

Dans la suite de notre étude, il s’agit maintenant de s’intéresser à la caractérisation du système 
bienzymatique (Glucose-GOX/AR-HRP) dans un microréacteur biomimétique, à savoir les vésicules 
unilamellaires géantes. Ces premiers résultats obtenus en solution nous indiquent le caractère élec-
troactif de l’AR et de la RS de même que leurs signatures électrochimiques. Ces propriétés sont im-
portantes à connaître dans le but de coupler éventuellement les méthodes électrochimiques et optiques 
sur le même microréacteur. 

 

  



Chapitre 4 : Couplage entre électrochimie et microscopie de fluorescence pour la détection des espèces produites 

125 

 

II. Détection in situ du peroxyde d’hydrogène produit par la réaction en-
zymatique de la glucose oxydase au sein d’une vésicule unilamellaire 
géante 

Le projet a pour but la caractérisation d’activités enzymatiques au sein d’un microréacteur 
biomimétique. La réaction bienzymatique glucose-GOX/AR-HRP est largement utilisée en biochimie 
et en partie caractérisée. Cette réaction nous a donc servi de réaction modèle pour la seconde étude 
mettant en jeu les NO-Synthases dont les mécanismes réactionnels sont bien plus complexes.  

Dans cette partie, nous nous intéressons d’abord à la caractérisation de la réaction bienzyma-
tique dans les vésicules en microscopie de fluorescence. Cependant, comme présenté dans le Chapitre 
3, les propriétés de perméabilité des membranes ont rapidement été un paramètre limitant. L’idée a 
donc ensuite été de se servir de ces propriétés de perméabilité pour qu’elles ne soient plus un incon-
vénient mais au contraire un atout. La caractérisation de la première partie de la réaction a alors pu 
être effectuée de manière contrôlée au sein d’une GUV en couplant l’électrochimie pour l’analyse et 
la microscopie pour l’observation. 

1. La réaction modèle bienzymatique dans une vésicule : la perméabilité 
comme limitation majeure 

Pour mémoire, la réaction modèle étudiée dans cette partie correspond à une cascade catalysée 
par deux enzymes : la glucose oxydase (GOX) et la peroxydase de raifort (HRP). Le substrat de la 

première réaction, le glucose, est oxydé en δ-gluconolactone entrainant la libération d’une molécule 
de peroxyde d’hydrogène. Ce dernier permet ensuite l’oxydation de l’Amplex Red, catalysée par la 
HRP et conduit à la formation de l’espèce fluorescente resorufine (Figure 122). Les mécanismes et 
les cinétiques liés à cette réaction ont été présentés plus en détails au Chapitre 1 (paragraphe II.1). 

 
 

Figure 122 Mécanisme réactionnel de la réaction bienzymatique étudiée comme 
modèle au sein d’un microréacteur biomimétique 
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a. Etude cinétique préliminaire par spectrophotométrie 

En amont de l’analyse des activités enzymatiques au sein d’une GUV, il est important de 
réaliser une étude cinétique en solution dans le but de déterminer les concentrations en réactifs qui 
seront adaptées. En effet, dans cette partie de l’étude nous nous intéressons à la production de la RS 
dont la détection est assurée par microscopie de fluorescence. Les réactifs sont microinjectés dans la 
vésicule mais il est nécessaire de contrôler les paramètres cinétiques pour contrôler l’efficacité de la 
réaction et de son analyse. Ainsi, le but ici est d’atteindre rapidement un état stationnaire (à l’échelle 
de la minute) de façon à quantifier les variations de fluorescence après microinjection des réactifs.  

Par ailleurs, puisque la réaction est bienzymatique, deux cinétiques sont à prendre en compte. 
Notre étude étant basée sur la production du peroxyde d’hydrogène, l’étape cinétiquement détermi-
nante est donc la première étape : la seconde réaction doit donc être plus rapide que la première.  

Dans un premier temps, la production de resorufine via l’oxydation de l’AR catalysée par la 
HRP a été caractérisée en spectroscopie de fluorescence (Figure 123 a). La cinétique enzymatique est 

suivie en enregistrant l’émission de fluorescence de la RS (λexc. = 488 nm, λémi. = 587 nm). Les con-
centrations en AR et HRP ont été fixées à 50 µM et 0,4 U.mL-1, respectivement. Ces concentrations 
ont été établies comme optimales pour atteindre une cinétique de production stationnaire rapidement 
et dépendante de la concentration en peroxyde d’hydrogène. 
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Dans ces conditions, pour une concentration en H2O2 inférieure à 5 µM, le plateau marquant 
la vitesse maximale du profil cinétique est atteint en moins d’une minute. Au-delà de 5 µM en H2O2, 
3 à 4 minutes sont nécessaires pour atteindre le plateau. Par ailleurs, nous avons évalué la concentra-
tion maximale en H2O2 pouvant être utilisée dans ces conditions à 100 µM. Au-delà de cette concen-
tration, des réactions secondaires peuvent se produire, entrainant alors une diminution de l’intensité 

a b 

Figure 123 Suivi cinétique de la production de resorufine par spectrophotométrie de fluorescence. (a) La RS est produite par la 
conversion oxydante de l’AR (50 µM) catalysée par la HRP (0,4 U.mL-1). Différentes concentrations en peroxyde d’hydrogène 
sont étudiées. Signaux enregistrés sur un spectrophotomètre à plaque avec λexc. = 488 nm, λémi. = 587 nm.  (b) La resorufine est 
produite à partir de la réaction bienzymatique convertissant d’abord le glucose en gluconolactone et peroxyde d’hydrogène, 
lui-même impliqué dans l’oxydation de l’AR (50 µM). La première réaction est catalysée par la GOX (1 U.mL-1) et la seconde par 
la HRP (0,4 U.mL-1). Différentes concentrations de glucose sont testées. Signaux enregistrés sur un spectrophotomètre à cuve 
avec λexc. = 500 nm, λémi. = 660 nm.  

10 µM 50 µM 100 µM [Glucose] : 
1 µM 2.5 µM 

5 µM 20 µM 100 µM 

[H2O2] : 
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de fluorescence. L’origine de ces effets a déjà été discutée dans le Chapitre 1 (paragraphe II.1). Briè-
vement, la resorufine peut être oxydée en présence d’une trop forte concentration en H2O2, conduisant 
à la formation de la resazurine, qui est très peu fluorescente par rapport à la resorufine  

(Φresorufine = 0,41, Φresazurine = 0,11) [57]. De plus, une inhibition voire une désactivation de l’enzyme et 
du substrat sont reportées si la concentration en peroxyde d’hydrogène est supérieure à 100 µM [83]–
[85]. Nos observations sont donc en bon accord avec la littérature. 

Sur cette base, nous avons ensuite déterminé les concentrations optimales à utiliser en glucose 
et glucose oxydase. A nouveau, c’est le signal d’émission de fluorescence de la resorufine qui est 
suivi au cours du temps (Figure 123 b). Les concentrations en AR et HRP restent inchangées et dif-
férentes concentrations en GOX ont été testées et ce, pour différentes concentrations en substrat (glu-
cose). Les concentrations optimales en GOX sont déterminées entre 1 et 2,5 U.mL-1 pour des concen-
trations en glucose inférieures à 100 µM. En effet, au-delà, la production de peroxyde d’hydrogène 
issue de la première étape du mécanisme, est trop importante et des réactions secondaires intervien-
nent, faisant alors diminuer le signal de fluorescence, comme expliqué ci-dessus. 

Cette analyse préliminaire en solution homogène permet donc de fixer les concentrations des 
réactifs pour la suite de l’étude en vésicule : 

- [Glucose] < 100 µM 
- [GOX] = 1 à 2,5 U.mL-1 
- [AR] = 50 µM 
- [HRP] = 0,4 U.mL-1. 

 

b. Calibration 

L’étude de la réaction bienzymatique sera finalement caractérisée par la quantification de la 
production de resorufine. Pour pouvoir établir une relation entre l’intensité de fluorescence et une 
quantité de RS, un étalonnage doit être réalisé.  

Ainsi, des solutions de RS ont été préparées à partir d’un mélange d’AR, de HRP et d’H2O2. 
L’intensité d’émission de fluorescence de la RS a été extraite à partir d’images de ces solutions enre-
gistrées en microscopie confocale. La microscopie confocale présente l’avantage de ne sonder qu’une 
épaisseur bien définie de la solution, ainsi, en établissant une relation entre l’intensité de fluorescence 
émise pour un volume précis et la quantité de peroxyde d’hydrogène, il nous sera alors possible de 
caractériser quantitativement la production de H2O2 au sein d’une vésicule. Cependant, il est évident 
que la courbe d’étalonnage établie n’est exploitable qu’à condition que l’expérience en vésicule soit 
réalisée exactement dans les mêmes conditions expérimentales (puissance et intensité du laser d’ex-
citation, nombre d’images accumulées, etc…). Ces paramètres ont été optimisés de façon à pouvoir 
sonder une gamme de concentrations en peroxyde d’hydrogène comprise entre 1 (limite de détection) 
et 35 µM (limite de saturation du détecteur). 

La courbe d’étalonnage a été établie avec les concentrations en AR et HRP établies comme 
optimales, c’est-à-dire, 50 µM et 0,4 U.mL-1 respectivement. Le mélange des trois réactifs est incubé 
exactement 10 minutes puis une image du volume de la solution est enregistrée. L’acquisition des 
images est obtenue en excitant la solution à 514 nm avec un laser argon. L’intensité de fluorescence 
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émise entre 524 et 650 nm est moyennée sur l’ensemble de chaque image. Pour chaque concentration 
en H2O2, la mesure est réalisée sur trois mélanges puis les résultats de ces trois essais sont moyennés. 
L’ensemble des intensités de fluorescence moyennées pour chaque concentration permettent d’obte-
nir la courbe d’étalonnage (Figure 124). 

  

 

L’intensité de fluorescence est linéaire par rapport à la concentration en peroxyde d’hydro-
gène avec un coefficient de corrélation de 0,998 et une pente de 50,98 a.u. par µM de peroxyde d’hy-
drogène. Cette relation doit donc permettre de quantifier la production de peroxyde d’hydrogène par 
l’oxydation du glucose catalysée par la GOX lors des expériences en vésicules. Cependant, les pro-
priétés de perméabilité des membranes (fuite du fluorophore RS notamment) des vésicules ne nous 
ont pas permis de faire une étude quantitative équivalente à celle en solution imagée en microscopie 
confocale. 

 

c. Microinjection en vésicule 

Les propriétés de perméabilité des vésicules ont déjà été discutées au Chapitre 3 mais des 
résultats complémentaires sont présentés ici, notamment liés à l’encapsulation de macromolécules 
que sont les enzymes.  

Au Chapitre 3, aucune conclusion n’avait pu être formulée quant aux espèces diffusant à tra-
vers la membrane. Ici, différentes expériences ont été menées afin de déterminer quels réactifs et/ou 
produits de la réaction bienzymatique peuvent traverser les membranes phospholipidiques des vési-
cules utilisées. Ces expériences ont été réalisées avec des vésicules jumelées au réservoir de lipides 
dont la membrane est composée du mélange naturel de lipides extraits de graines de soja (voir Cha-
pitre 2, paragraphe III.2.a). 
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Figure 124 Courbe d’étalonnage reliant la fluorescence émise par la resorufine produite en fonction de la quantité de 
peroxyde d’hydrogène initiale. La resorufine est formée par oxydation de l’AR (50 µM) catalysée par la HRP (0,4 U.mL-

1). Les images sont enregistrées, après 10 minutes d’incubation, en microscopie confocale dans le volume de la solution 
en excitant à 514 nm avec un laser argon (puissance du laser Ar : 20%, intensité : 13%, gain du photomultiplicateur : 
800V, ouverture du pinhole : 106,12 µm). Chaque mesure a été réalisée trois fois. L’intensité de fluorescence émise par 
la resorufine est moyennée sur l’ensemble de l’image (voir insert). 
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La première expérience consiste à faire gonfler les vésicules avec une solution de tampon 
PBS à pH 7,4 contenant le glucose (100 µM). Un mélange contenant la GOX (1 U.mL-1 final), la HRP 
(0,4 U.mL-1 final) et l’AR (50 µM final) est ensuite injecté dans la vésicule par électro-microinjection 
(Figure 125). Une augmentation du signal de fluorescence au sein de la GUV est observée rapidement 
après injection. Dès que l’injection est arrêtée, le signal de fluorescence diminue en quelques dizaines 
de secondes jusqu’à un retour au niveau basal. Plusieurs injections successives montrent la reproduc-
tibilité de la mesure (Figure 126). Cette première expérience met tout d’abord en évidence la perméa-
bilité de vésicules vis-à-vis de la resorufine, mais pas uniquement.  

 

 

 

Figure 125 Microinjection d’un mélange de GOX (1U.mL-

1 final), HRP (0,4 U.mL-1 final) et AR (50 µM final) dans 
une GUV ayant été formée dans une solution tampon-
née (pH 7,4) de glucose (100 µM). Après injection du mé-
lange, la molécule fluorescente RS est produite et visua-
lisée en microscopie confocale. Bar d’échelle = 25 µm. 
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Figure 126 Suivi du signal de fluorescence au sein d’une GUV formée dans une solution tamponnée (pH 7,4) de glucose (100 
µM) après deux injections successives du mélange GOX (1 U.mL-1 final), HRP (0,4 U.mL-1 final) et AR (50 µM final).  
λexc. = 514 nm ;  λémi. = 550-700 nm ; puissance laser argon : 20%, intensité : 30%. Les lignes en pointillés symbolisent la 
période d’injection. 
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Par ailleurs, en considérant la diffusion de chaque espèce entre l’intérieur et l’extérieur de la 
GUV, une modélisation du profil de fluorescence peut être proposée. En effet, il est possible de cal-
culer théoriquement la vitesse de consommation du glucose à partir de la définition de l’unité d’acti-
vité de la GOX. Une unité d’activité correspond à la conversion de 10-6 mol de glucose par minute (à 
pH 5,1 et 30°C) soit 1,7.10-8 mol.s-1. La GOX est injectée dans la vésicule à 1 U.mL-1 dans un volume 
de 2,6 nL, ce qui équivaut une vitesse de conversion de 4,3.10-14 mol.s-1 (dans l’approximation de la 
définition de l’unité enzymatique). Dans l’hypothèse où le glucose serait confiné dans la GUV, il 
faudrait alors seulement 6 s pour consommer les 2,6.10-13 moles de glucose encapsulées (solution de 
glucose à 100 µM pour un volume de 2,6 nL). Ainsi, après la première injection, la totalité du glucose 
encapsulé lors de la formation des vésicules serait convertie. Or, après diffusion de la resorufine pro-
duite après la première injection, le signal de fluorescence augmente à nouveau après la seconde in-
jection démontrant donc que la réaction n’est pas limitée par le substrat glucose et donc que le glucose 
diffuse à travers la membrane. En effet, si on considère maintenant la quantité totale de glucose en 
solution (milieux intra- et extravésiculaire), alors il faudrait plus de 300 h pour consommer la totalité 
du substrat (100 µM dans un volume total de 500 µL de solution équivalent à 5.10-8 mol). Ce calcul 
est une approximation faite en ne prenant pas en compte la cinétique nécessaire à la diffusion des 
molécules de glucose dans le microréacteur mais valide la conclusion d’une forte perméabilité des 
vésicules vis-à-vis du glucose. 

Ainsi, il reste à discriminer quelle(s) espèce(s) parmi l’AR, la HRP et/ou la GOX diffuse(nt) 
à travers la membrane. 

Avant de répondre à cette interrogation, discutons de nos observations en les mettant en pers-
pective avec d’autres expériences décrites dans la littérature. Faure et Oléa se sont intéressées à l’en-
capsulation de la GOX et du glucose dans des vésicules uni- et multi-lamellaires [332], [333]. D’une 
part, ils ont démontré que la fuite de la GOX encapsulée dans des MLVs de type « oignon » est très 
faible puisque l’encapsulation reste stable pendant plus de 45 jours. Au-delà, la GOX commence à 
être relarguée mais ce phénomène est attribué à la déstabilisation des vésicules. Après 60 jours, le 
système est totalement déstabilisé, les vésicules étant des systèmes métastables par nature [332]. Par 
ailleurs, la fuite du glucose a été étudiée dans des MLVs et des SUVs (75% PC, 20% sodium octadécyl 
sulfate, 5% Brij 30) [333]. Le glucose a été encapsulé dans les vésicules placées dans une solution de 
peroxydase et d’ABTS (acide 2,2'-azino-bis(3-éthylbenzothiazoline-6-sulphonique = sonde colorimé-
trique pour la détection du H2O2). La fuite du glucose vers le milieu extérieur entraîne une augmen-
tation de l’absorbance au cours du temps. Les vitesses de réaction obtenues expérimentalement ont 
été confrontées à un modèle mathématique que les auteurs ont adapté d’une précédente étude [334]. 
Bien que les vésicules soient multilamellaires, les observations faites par Faure et Oléa sont en adé-
quation avec nos résultats. En parallèle de cette étude, Yoshimoto et al. ont obtenu des résultats simi-
laires avec des MLVs formées à partir de POPC (100%). 

En ce qui concerne la perméabilité des membranes à la resorufine, nos résultats ne sont pas 
en accord avec l’analyse de Piwonski et al. qui ont reporté que la RS ne traverse pas les membranes 
phospholipidiques (LUVs : Egg PC:PE biotinylé, ratio molaire 498:1, tampon Tris-HCl 50 mM, pH 
7,5) à cause de la charge qu’elle porte à pH 7,4 ; alors que par ailleurs, les membranes seraient per-
méables à l’AR [335], [336]. Cependant, une autre étude menée avec des vésicules multi-comparti-
ments dont la membrane est composée de DOPC pur en milieu PBS (50 mM, pH 7,4) a montré la 
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perméabilité de ces membranes vis-à-vis de la RS [337]. A nouveau, différents résultats s’opposent 
quant aux propriétés de perméabilité des liposomes, notamment en fonction de la composition de la 
membrane et des conditions expérimentales. 

Nous avons ensuite effectué un dernier test dans le but de discriminer si l’AR, la HRP et/ou 
la GOX diffusent à travers la membrane de nos GUVs. Les vésicules sont formées dans une solution 
tamponnée (PBS pH 7,4) contenant du glucose (50 µM) et de l’AR (50 µM). Un mélange de GOX (5 
U.mL-1 final) et HRP (0,4 U.mL-1 final) diluées dans le même tampon est injecté dans le milieu intra-
vésiculaire. Le signal de fluorescence d’émission de la RS au niveau de la GUV est représenté sur la 
Figure 127. Une augmentation du signal est visualisée durant la première minute d’enregistrement 
puis une stabilisation indique qu’un état stationnaire est atteint.  
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Figure 127 (a) Représentation schématique de l’expérience. (b) Suivi du signal de fluorescence au sein d’une GUV formée dans 
une solution tamponnée (pH 7,4) de glucose (50 µM) et AR (50 µM) après injection du mélange GOX (2,5 U.mL-1 final) et HRP 
(0,4 U.mL-1 final). λexc. = 514 nm ;  λémi. = 550-700 nm ; puissance laser argon : 20%, intensité : 30%. Signal lissé avec une 
moyenne mobile à 20 points (tréponse = 3 s).  

Ce résultat est la preuve, d’une part, que les enzymes restent confinées au sein de la vésicule 
après électro-microinjection puisque la réaction bienzymatique perdure ; et d’autre part, que l’AR 
diffuse également à travers la membrane, puisque la réaction de génération de la RS est entretenue. 
En effet, dans le cas où l’on considère la membrane comme perméable au glucose et à l’AR mais 
imperméable aux enzymes, l’apport en substrats est continu par diffusion de ceux-ci du milieu extra- 
vers le milieu intravésiculaire. De plus, le fait que les enzymes soient isolées dans le microréacteur 
assure une production enzymatique continue : si les enzymes diffusaient vers l’extérieur de la GUV 
alors le signal de fluorescence devrait diminuer, suite à la diffusion de la RS. Et enfin, bien que la 
resorufine puisse diffuser vers l’extérieur, dans le cas où la cinétique de diffusion de celle-ci est plus 
lente que la cinétique de production enzymatique, alors un signal de fluorescence au sein de la GUV 
sera observé. Ici, le plateau observé (Figure 127) correspond à un équilibre entre diffusion et produc-
tion de la RS. En complément de cette analyse qualitative et de manière analogue aux calculs de 
cinétique de conversion utilisés pour le glucose, le temps nécessaire pour consommer l’AR peut être 
déterminé. Dans le cas de la HRP, l’unité d’activité est définie comme la quantité de HRP qui formera 
1,0 mg de purpurogalline à partir du pyrogallol en 20 secondes (à pH 6,0 et à 20 ° C). Ici c’est l’AR 
qui est converti et non le pyrogallol mais nous ferons l’approximation que cette définition de l’unité 
d’activité est du même ordre de grandeur pour l’AR : 1 mg de pyrogallol est converti en 20 s ce qui 

a b 
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équivaut à 5 mg en 1 min soit 4.10-5 mol.min-1 (Mpyrogallol = 126,11 g.mol-1). La concentration en HRP 
est de 0,4 U.mL-1 pour un volume injecté de 46 nL soit 1,84.10-7 U in situ, ce qui équivaut à une 
cinétique de conversion de 16.10-6 mol.min-1 ou encore 6,7.10-7 mol.s-1. Dans le cas où l’AR serait 
confiné dans la vésicule, seulement 0,2 s suffirait pour consommer les 2,3.10-14 mol encapsulées 
(50 µM d’AR dans un volume de 46 nL). Alors que dans le cas où l’AR peut diffuser de l’extérieur 
vers l’intérieur, il faudrait environ 10 h pour consommer la totalité de celui-ci (50 µM dans 500 µL). 

Finalement, ces expériences apportent de nouveaux résultats qualitatifs liés à la perméabilité 
de nos systèmes vésiculaires. Nous avons mis en évidence que les enzymes ne diffusent pas vers le 
milieu extérieur alors que la membrane est perméable au glucose, à l’AR et à la RS. Des effets d’ordre 
stérique pourraient expliquer ce comportement. En effet, les enzymes sont des macromolécules de 
quelques nanomètres de diamètre hydrodynamique (HRP : 6 nm [338], GOX : 8,6 nm [65]) tandis 
que le glucose, l’AR et la RS sont de plus petites molécules dont le diamètre est proche du nanomètre 
[56]. Cependant, comme précédemment discuté dans le Chapitre 1 et le Chapitre 3, les paramètres 
intervenant dans les propriétés de perméabilité des membranes sont nombreux et il serait réducteur 
de ne prendre en compte qu’un simple effet stérique pour justifier les phénomènes observés. De plus, 
en comparaison des expériences menées avec le Dextran FITC 70 kDa, la conformation des enzymes 
n’est pas aussi modulable et aucun mouvement de reptation ne peut faciliter leur diffusion vers l’ex-
térieur. 

Ces résultats nous permettent maintenant de mieux appréhender le système et le but du pro-
chain paragraphe est de quantifier par électrochimie la production de peroxyde d’hydrogène issue de 
la première étape de la réaction bienzymatique en nous servant de ces propriétés particulières de la 
membrane. 
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2. Combiner propriétés de perméabilité et analyse quantitative du système 
glucose-GOX 

L’analyse quantitative de la production de peroxyde d’hydrogène catalysée par la GOX et 
issue de l’oxydation du glucose a été réalisée par électrochimie via des expériences de chronoampé-
rométrie. Le peroxyde d’hydrogène est une espèce électroactive (degré d’oxydation +I de l’oxygène) 
pouvant être détecté via sa réduction ou son oxydation. Cette seconde voie est la plus souvent choisie 
pour ne pas interférer avec la réduction de l’oxygène. L’oxydation est efficace sur électrode de platine 
à un potentiel généralement proche de + 0,6 V vs. Ag/AgCl. Sur surface platinée, une catalyse de 
l’oxydation est obtenue et permet d’abaisser la valeur du potentiel de détection (potentiel de plateau) 
à + 0,35 V vs. Ag/AgCl.  

Pour réaliser la détection électrochimique au niveau d’une GUV, des ultramicroélectrodes 
(UME) à base de fibre de carbone ont été fabriquées au laboratoire d’après un protocole décrit dans 
la littérature [339]. Le détail des étapes de fabrication est explicité en annexe (Annexe II.3). Briève-
ment, il s’agit de sceller une fibre de carbone (diamètre = 10 µm) dans un capillaire en verre (diamètre 
= 1 mm) de façon à ce qu’une partie de la fibre dépasse de la zone de scellement entre la fibre et le 
capillaire en verre. La fibre de carbone est constituée d’un assemblage de particules de carbone gra-

phite qui représentent un vaste réseau de liaisons π délocalisables assurant le transfert d’électrons tout 
au long de la fibre. Cette fibre possède donc des propriétés conductrices : elle servira d’électrode de 
travail lors des expériences présentées ci-après. La partie de la fibre qui est à l’extérieur du capillaire 
est d’abord entièrement isolée par électrodéposition d’un polymère (polyoxyphénylène). L’extrémité 
de la fibre est ensuite micro-polie avec un angle de 45° ce qui a pour effet de retirer le polymère de la 
zone polie et de mettre à jour un disque de carbone conducteur uniquement au niveau de la pointe de 
l’électrode (Figure 128). Enfin, du noir de Pt est électro-déposé sur la surface de l’électrode dans le 
but d’augmenter la surface spécifique de celle-ci et donc de gagner en sensibilité lors de la détection 
(Figure 129). Cependant, le dépôt d’une trop grande quantité de noir de Pt provoque la diminution du 
rapport signal/bruit en faisant augmenter le courant capacitif au détriment d’une bonne résolution du 
courant faradique. De précédentes études réalisées au laboratoire ont établi que le dépôt optimal pour 
la détection de concentrations micro- à nano-molaires devait correspondre à une charge de 0,1 µC par 
µm2 de surface d’électrode [340]. 

    

Figure 128 UME à fibre de carbone polie à 45° observée 
en microscopie électronique. Bar d’échelle = 20 µm. 
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Les résultats présentés et discutés dans ce paragraphe portent sur la quantification de la pro-
duction de H2O2 par voie enzymatique. Le système a d’abord été étalonné dans le but de fixer ses 
limites de détection et de comparer son comportement en diffusion pure ou sous convection, c’est-à-
dire face à un flux de peroxyde d’hydrogène. Ensuite, la réaction enzymatique en microréacteur a été 
caractérisée par électrochimie et les résultats expérimentaux ont été confrontés à une modélisation. 
De réels flux d’H2O2 produits au sein d’une vésicule par une réaction enzymatique ont pu être quan-
tifiés. 

a. Etalonnage du système de détection vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène 

i. En solution 

Dans un premier temps, dans le but de déterminer un domaine de linéarité entre la concentra-
tion en peroxyde d’hydrogène et le courant détecté, une expérience de chronoampérométrie à + 0,35 
V vs. Ag/AgCl a été réalisée en solution avec une ultra-microélectrode à fibre de carbone platinée. 
Le protocole consiste à démarrer l’expérience en tampon (PBS 10 mM, pH 7,4) ce qui permet d’éva-
luer le courant de fond et le bruit électrique liée à l’électrode. Sur des électrodes platinées, la surface 
spécifique est très élevée et le temps nécessaire à la stabilisation du courant de ces surfaces (utilisées 
dans toutes les expériences présentées dans la suite) est compris entre 20 min et 1h. Ensuite, l’expé-
rience peut commencer. 

L’étalonnage du système se fait par ajouts successifs d’une solution stock de peroxyde d’hy-
drogène préparée juste avant l’expérience. A chaque injection correspond une concentration finale en 
H2O2 connue. La solution est placée sous agitation constante au cours de la mesure pour assurer une 
bonne homogénéisation. La gamme de courants détectés étant de l’ordre du pA au nA, les mesures 
sont effectuées dans une cage de Faraday et le potentiostat est équipé d’un module bas courant (réso-
lution de l’ordre de 0,5 pA en fonction de la résolution temporelle choisie). Ces deux précautions sont 
nécessaires et permettent de filtrer un maximum de signaux parasites issus de l’environnement exté-
rieur.  

La gamme de concentrations établie pour la calibration en solution est comprise entre 50 nM 
et 30 µM. A chaque ajout, l’intensité du courant augmente et reste stable après ajout (Figure 130). Le 
profil du courant adopte alors une forme en marches d’escalier. En effet, sur une surface d’électrode 

Figure 129 UME à fibre de carbone platinée observée 
par microscopie optique à balayage. La longueur de 
la fibre est isolée par un polymère tandis que la pointe 
est polie à 45° puis recouverte d’un dépôt de noir de 
Pt. Ce dépôt présente une structure poreuse offrant 
une grande surface spécifique. Bar d’échelle = 10 µm, 
insert : 5 µm. 
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aussi petite par rapport au volume total de la solution (6 mL), seule une très faible quantité de H2O2 
est oxydée, et la concentration ne diminue pas au cours du temps assurant la stabilité du niveau de 
courant. Le zoom aux faibles concentrations présenté sur la Figure 130 nous permet d’établir que la 
limite minimale de détection des UME utilisées se trouve autour de 500 nM. En deçà, le rapport 
signal/bruit ne nous permet pas distinguer un changement de courant significatif lors des ajouts 
d’H2O2. 

 

 

Pour établir la droite d’étalonnage, la valeur de l’intensité du courant de chaque palier (af-
franchi du courant de base) est moyennée et est mise en rapport avec la concentration en H2O2 cor-
respondante (Figure 131). Le domaine de linéarité est respecté sur la gamme de concentration étudiée 
(R² = 0,998) et la pente de la courbe d’étalonnage est établie à 0,29 nA.µM-1. 
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Ce premier étalonnage nous a permis de définir la limite de détection de nos ultramicroélec-
trodes en régime de diffusion. De plus, nous avons pu évaluer la rapidité du système en termes de 
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Figure 130 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,35 V vs. Ag/AgCl avec une UME à fibre de carbone (10 µm 
de diamètre) platinée (10 µC) lors d’ajouts successifs d’une solution d’H2O2  dans le PBS (10 mM, pH 7,4) sous 
agitation constante. Insert : zoom sur la gamme de concentrations 0,05 à 1,5 µM.  

Figure 131 Courbe d’étalonnage tracée à 
partir des mesures de l’intensité moyenne du 
courant obtenues par chronoampérométrie 
lors d’ajouts successifs d’H2O2. 
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réponse en courant après injection de même que la linéarité du signal de 0,5 à 30 µM de peroxyde 
d’hydrogène. 

 

ii. Sous flux 

Dans un second temps, un étalonnage sous flux a été réalisé. Pour cela, des solutions d’H2O2 
sont préparées (gamme de concentration : 0,1 à 1 mM) en tampon PBS (10 mM, pH 7,4) et de la 
fluorescéine est ajoutée (60 µM). Cette expérience est réalisée sous contrôle microscopique et la fluo-
rescéine permet de visualiser le flux fourni par la microinjection de solutions d’H2O2 (Figure 132). 

 
Figure 132 Flux d’H2O2 et fluorescéine (60 µM) injecté face à une UME fibre de carbone platinée. La fluorescéine est ajoutée 
pour visualiser le flux. Images obtenues par microscopie plein champ. Bar d’échelle = 25 µm. 

Comme précédemment, cet étalonnage est obtenu par chronoampérométrie à + 0,35 V vs. 
Ag/AgCl pour la détection du peroxyde d’hydrogène, cependant un contrôle a d’abord été effectué à 
un potentiel plus élevé (+ 0,9 V) par injection d’une solution de fluorescéine pour vérifier que celle-
ci n’interfère pas avec la mesure (Figure 133). 
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Lorsqu’un flux continu de fluorescéine est envoyé sur l’électrode, aucune modification du 
signal de courant n’est observée, démontrant alors la transparence de cette espèce lors de la mesure 
chronoampérométrique. 

Ensuite, l’expérience d’étalonnage commence par la polarisation de l’électrode dans le tam-
pon pur pendant une vingtaine de minutes puis chaque solution est injectée devant l’électrode avec 
une forte pression d’injection. La pression d’injection doit être calibrée de façon à négliger la dilution 
établie lors l’injection de la solution dans le volume, autrement dit, de façon à ce que la concentration 
du flux détecté corresponde à la concentration de la solution dans la pipette d’injection. Pour se faire, 

Figure 133 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,9 V vs. 
Ag/AgCl avec une UME fibre de carbone (10 µm de diamètre) 
platinée (10 µC). L’injection continue d’une solution de fluores-
céine à 60 µM (diluée dans le PBS 10 mM, pH 7,4) n’entraine pas 
de modification du signal. 
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la pression d’injection est augmentée de façon progressive jusqu’à ce qu’il n’y ait plus d’augmenta-
tion de courant : lorsque le courant est stable même lorsque la pression augmente, la valeur de cette 
dernière est déterminée comme optimale. Cette étape est dépendante de la micropipette d’injection et 
doit être renouvelée pour chaque solution de peroxyde d’hydrogène. Chaque solution est injectée 
pendant 20 secondes à quatre reprises, dans le but de s’assurer de la reproductibilité de la mesure 
(Figure 134). Le profil du signal de variation de courant adopte une forme en créneaux. En effet, à 
chaque injection, une réaction anodique se produit à la surface de l’électrode mais dès que le flux est 
arrêté, le peroxyde d’hydrogène se dilue aussitôt dans le volume par convection (500 µL total pour 
un volume injecté de l’ordre du nL), entrainant un retour au courant de base. La concentration en 
peroxyde d’hydrogène accumulé en fin d’expérience est considérée comme négligeable puisque la 
ligne de base du courant en début et en fin d’expérience n’a pas évolué (20 pA). 

 

Le profil obtenu en chronoampérométrie confirme la rapidité de la réponse de l’électrode 
puisque l’intensité du courant augmente instantanément lorsqu’un flux est envoyé sur l’électrode, de 
même qu’il décroît immédiatement après arrêt du flux jusqu’à un niveau de courant légèrement supé-
rieur à celui de la ligne de base. Le courant redescend ensuite plus lentement jusqu’à celui du courant 
de fond, ce qui met en évidence la diffusion du H2O2 présent dans l’environnement proche de la sur-
face de l’électrode. 
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Figure 134 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,35 V vs. Ag/AgCl avec une UME fibre de carbone (10 µm de diamètre) 
platinée (10 µC) lors d’injections successives de solutions d’H2O2 à différentes concentrations (diluées dans PBS 10 mM, 
pH 7,4). Superposition : zoom sur les 4 injections de 20 s d’une solution d’H2O2 à 100 µM. 
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 Pour établir la droite d’étalonnage, la valeur de l’intensité du courant de chaque palier est 
moyennée sur les 20 s de l’injection et est associée à la concentration en H2O2 correspondante (Figure 
135). A nouveau, bien que légèrement moins bonne que pour l’étalonnage en solution, la linéarité est 
respectée (R² = 0,983). Cette différence est due à une légère instabilité du flux. En effet, les pressions 
sont de l’ordre de quelques bars (1 à 3 bars) et s’appliquent sur un fluide s’échappant par une ouverture 
de 1 à 2 µm (diamètre d’ouverture de la pointe de la micropipette), induisant une instabilité relative 
du flux. D’autre part, dans ces conditions, l’injecteur utilisé s’approche de ses limites en termes de 
pression, conduisant à de légères variations de pression au cours de l’injection.  

Ensuite, la pente de la courbe d’étalonnage est établie à 0,01 nA.µM-1 ce qui est 20 fois moins 
que pour l’étalonnage en solution. Cette baisse, a priori, de sensibilité est en fait liée à la différence 
de régime entre les deux expériences. En effet, dans le cas du premier étalonnage en solution, l’expé-
rience est réalisée sous agitation constante induisant des mouvements de convection homogènes au 
sein de l’ensemble de la solution ; de ce fait, l’épaisseur de la couche de diffusion due à l’oxydation 
de H2O2 à la surface de l’électrode est stable. Par ailleurs, en ce qui concerne l’étalonnage sous flux, 
la convection détermine le transport de matière et donc le niveau de courant. De plus, la solution est 
projetée directement sur l’électrode ce qui induit une forte turbulence locale : la couche de diffusion 
est quasi-inexistante et il est raisonnable de penser que la cinétique de convection des molécules de 
peroxyde d’hydrogène est supérieure à la cinétique du transfert d’électrons permettant l’oxydation. 
Ainsi, cette droite d’étalonnage ne reflète pas les concentrations réelles utilisées d’H2O2 mais la ré-
ponse de nos électrodes sous flux de solution. 

 

b. Production de peroxyde d’hydrogène par le système glucose/GOX 
dans un microréacteur et détection électrochimique in situ 

Dans cette dernière partie du paragraphe, les résultats présentés concernent la détection du 
peroxyde d’hydrogène, d’abord directement injecté dans une vésicule et ensuite, généré par la con-
version du glucose par la glucose oxydase au sein d’un liposome géant. 

i. Injection d’H2O2 

Une première étude a été réalisée en injectant directement du peroxyde d’hydrogène au sein 
d’une vésicule et le suivi de la diffusion du milieu intravésiculaire vers le milieu extravésiculaire est 

0 200 400 600 800 1000

0

5

10

15

 

 

I 
(n

A
)

[H
2
O

2
] (µM)

R² = 0.983 

Pente = 0.01 nA.µM-1 
Figure 135 Courbe d’étalonnage tracée à partir des me-
sures de l’intensité moyenne du courant de plateau obte-
nues par chronoampérométrie (+ 0,35 V). Les variations de 
concentrations sont réalisées par microinjection devant 
l’UME. 
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analysé par chronoampérométrie (+ 0,35 V vs. Ag/AgCl). La démarche à suivre pour ce type d’expé-
rience se déroule comme suit : les vésicules sont d’abord formées en tampon PBS (10 mM, pH 7,4) 
et une quinzaine de minutes après leur gonflement, elles sont récupérées et transférées sur une lame 
en verre recouverte de résine SU-8 directement disposée sur le microscope (Figure 136). Les élec-
trodes sont ensuite positionnées dans la solution : d’une part, une UME à fibre de carbone platinée 
(10 µm diamètre, charge de platination = 10 µC) sert d’électrode de travail pour l’électrochimie et un 
fil d’argent recouvert d’un dépôt de chlorure d’argent sert à la fois d’électrode de référence et de 
contre électrode (la quantité d’espèce produite à la contre électrode étant négligeable dans le cas des 
UME, un système à 2 électrodes peut être utilisé ici). D’autre part, la pipette de microinjection est 
équipée d’un fil de Pt (250 µm de diamètre) servant d’électrode pour l’électroporation et un fil de 
platine dans la solution sert de contre électrode. L’UME et la pipette d’injection sont toutes les deux 
contrôlées par deux micromanipulateurs leur permettant un déplacement de précision (le détail des 
équipements utilisés est donné en Annexe I.2).  

 

L’UME est positionnée dans la solution puis le potentiel de + 0,35 V est appliqué jusqu’à 
stabilisation du courant. En parallèle, les vésicules ont le temps de sédimenter et s’immobilisent sur 
la résine. Il s’agit ensuite de sélectionner une GUV de façon à ce que le réservoir ne gène ni lors de 
la microinjection ni lors de la détection, puis, un mélange d’H2O2 (2,5 mM) et de fluorescéine 
(60 µM) est microinjecté dans le liposome choisi (Figure 137 a).  

Figure 136 Représentation du montage utilisé lors des expériences de microinjection au sein de vésicules géantes et de 
détection électrochimique simultanée d’espèces diffusant vers le milieu extravésiculaire. La solution contenant les vésicules 
est déposée sur une lame modifiée avec une résine SU-8 positionnée sur la platine d’un microscope inversé. Quatre élec-
trodes sont positionnées au sein de cette solution : un système à 2 électrodes reliées à un potentiostat est utilisé pour la 
détection électrochimique (électrode de travail = UME fibre de carbone platinée – Référence = contre électrode = fil 
d’Ag/AgCl) et les 2 autres électrodes sont des fils de platine utilisés pour électroporer la membrane des vésicules lors de la 
microinjection, l’un étant placé dans la micropipette (250 µm de diamètre) et l’autre est placé directement dans la solution. 
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Figure 137 Electro-microinjection de peroxyde d’hydrogène (2,5 mM solubilisé dans PBS 10 mM, pH 7,4) au sein d’une GUV 
(a) et détection simultanée par chronoampérométrie à + 0,35 V vs. Ag/AgCl (b) avec une UME fibre de carbone platinée posi-
tionnée au voisinage de la membrane. (a) La solution injectée contient 60 µM de fluorescéine pour faciliter la visualisation de 
la microinjection. Image obtenue par microscopie confocale. Superposition des images en contraste de phase interdifférentiel 
et de fluorescence. Bar d’échelle = 25 µm. (b) Les lignes en pointillés symbolisent le temps de l’injection et la flèche symbolise 
le moment où l’électrode est placée au voisinage de la membrane.  

Ici, l’injection dure 50 s mais l’électrode n’est positionnée au voisinage de la membrane 
qu’après le début de l’injection, ce qui explique les quelques secondes de latence entre le début de 
l’injection et la variation de courant observée sur la Figure 137 b. Lorsque l’injection est terminée, 
l’intensité du signal électrochimique diminue jusqu’à un retour à la ligne de base. Le profil de dé-
croissance du courant post-injection est spécifique d’un profil de diffusion, signifiant alors que le 
peroxyde d’hydrogène injecté au sein de la vésicule diffuse vers le milieu extérieur. Néanmoins, ce 
profil se compose de plusieurs composantes qui rendent le signal difficile à interpréter. D’abord, à 
l’intérieur de la vésicule, un mouvement de convection issu du flux d’injection contrôle le transport 
des espèces ; ensuite, la diffusion d’H2O2 au sein de la membrane dépend du coefficient de partition 
de cette espèce pour cette membrane ; puis, la diffusion d’H2O2 depuis l’extérieur de la membrane 
jusqu’à l’électrode ; et enfin, le gradient de concentration créé lors de l’oxydation de l’espèce à la 
surface de l’électrode induit la formation d’une couche de diffusion. Une simulation de ces effets 
pourrait nous permettre d’aller plus loin dans l’interprétation de ce signal de diffusion.  

ii. Production enzymatique de H2O2 

Dans un second temps, le peroxyde d’hydrogène détecté par électrochimie est directement 
issu de la réaction enzymatique Glucose/GOX. Ici, les vésicules sont formées dans une solution de 
glucose (1 mM) dans le PBS (10 mM, pH 7,4), elles sont récupérées, transférées et immobilisées sur 
une lame modifiée avec une résine SU-8. En parallèle de la sédimentation des GUVs, le potentiel de 
+ 0,35 V est appliqué entre l’UME à fibre de carbone platinée (10 µM de diamètre, 10 µC) et un fil 
d’Ag/AgCl servant de référence et de contre électrode. Après polarisation de l’électrode, une solution 
de GOX (134 pL à 2,5 U.mL-1, soit 3,36.10-7 U) est injectée au sein du microréacteur conduisant au 
déclenchement de la réaction enzymatique. Le peroxyde d’hydrogène est produit au sein de la vésicule 
puis diffuse à travers la membrane et est détecté à la surface de l’électrode placée au voisinage de la 
membrane (Figure 138). 

a 
b 
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La production de peroxyde d’hydrogène est suivie par chronoampérométrie dès que la réac-
tion est déclenchée par injection de la GOX (Figure 139). Comme démontré au paragraphe précédent, 
le glucose peut diffuser à travers la membrane ce qui permet un apport constant en substrat au sein du 
microréacteur tandis que l’enzyme reste confinée dans le milieu intravésiculaire. Cela signifie 
qu’après injection de la GOX dans le liposome, une production continue d’H2O2 est attendue, et ce, a 
priori, jusqu’à épuisement du substrat. Dans les conditions de l’expérience et en se basant sur l’activité 
de la GOX, nous avons modélisé la courbe théorique de production du peroxyde d’hydrogène en 
considérant le volume total de solution et la concentration en glucose (1 mM dans 500 µL, soit  
5.10-7 mol au total) et nous avons pu estimer la vitesse de production à 5,6.10-15 mol.s-1  
(Figure 140 a). Ainsi, il apparait que plusieurs milliers d’heures seraient nécessaires pour consommer 
la totalité du glucose. Néanmoins, ce calcul est simplifié et ne prend pas en compte la vitesse de 
diffusion du glucose dans la solution et à travers la membrane. Ainsi, il est raisonnable de penser que 
l’approximation sur la vitesse de production proposée ici est estimée à la hausse par rapport à la 
vitesse réelle,  le temps nécessaire pour consommer la totalité du substrat étant estimé à la baisse. 

A partir du signal de chronoampérométrie, on observe le profil de la cinétique enzymatique 
avec une augmentation progressive du courant jusqu’à un plateau marquant l’état stationnaire de la 
production enzymatique (Figure 139 zone 1). Au plateau, l’enzyme produit du peroxyde d’hydrogène 
à une vitesse constante : cette vitesse est conditionnée par la cinétique d’apport du substrat au sein du 
microréacteur, et donc de la cinétique de diffusion du glucose du milieu extravésiculaire vers le milieu 
intravésiculaire. A partir du signal dans la zone 1 de la Figure 139, il est possible de calculer la charge 
à partir de l’intégration de la courbe et, par suite, de déterminer la quantité de peroxyde d’hydrogène 
détecté grâce à la loi de Faraday : 

𝑛 =  
𝑄

𝑧.  ℱ
=

∫ 𝐼𝑡 . 𝑑𝑡
𝑡

0

𝑧. ℱ
 

Figure 138 Electro-microinjection d’une solu-
tion de GOX (2,5 U.mL-1 solubilisée dans PBS 10 
mM, pH 7,4) au sein d’une GUV formée dans 
une solution de glucose-PBS (1 mM et 10 mM, 
pH 7,4 respectivement). Le peroxyde d’hydro-
gène est formé au sein de la GUV, diffuse vers 
l’extérieur et est détecté à la surface de l’UME. 
Bar d’échelle = 25 µm. 

Figure 139 Détection par chronoampérométrie à + 0,35 V vs. 
Ag/AgCl d’H2O2 produit par la réaction enzymatique Glucose/GOX 
Une UME fibre de carbone platinée (10 µm de diamètre, 10 µC) est 
positionnée au voisinage de la membrane juste après électro-mi-
croinjection de la GOX dans la GUV (1). Après 1500 s, l’UME est 
déplacée à environ 100 µm de la membrane pendant 1 min puis 
repositionnée au voisinage de la membrane. Cette opération est 
répétée 6 fois (2). 

(43) 

1 2 



Chapitre 4 : Couplage entre électrochimie et microscopie de fluorescence pour la détection des espèces produites 

142 

 

Où 𝑛 est la quantité d’espèce électrolysée (mol), 𝑄 est la charge (C), 𝑧 est le nombre d’électrons 
échangés, ℱ est la constante de Faraday (96 485 C.mol-1) et 𝐼𝑡 est le courant (A). Ainsi, il est possible 
de calculer la quantité de peroxyde d’hydrogène oxydée à la surface de l’électrode à chaque moment 
de la mesure (Figure 140 b). A partir de cette donnée, la vitesse de la réaction peut être obtenue en 
faisant une régression linéaire de la courbe nH2O2 = f(t) et est estimée à 6,6.10-17 mol.s-1. Cette valeur 
est bien inférieure à la vitesse simulée présentée sur la Figure 140 a. Cependant, la quantité de pe-
roxyde d’hydrogène réellement oxydée est sous-estimée par rapport à la quantité réelle produite 
puisque la réaction anodique n’a lieu qu’à la surface de l’électrode mais le H2O2 produit diffuse dans 
l’ensemble du volume. Ici la surface de l’électrode ne représente que 2% de la surface totale de la 
vésicule. Ainsi pour estimer quelle quantité de peroxyde d’hydrogène est réellement produite par la 
réaction enzymatique, il faut multiplier la quantité d’espèce oxydée par le facteur de collecte (x 50) 
(Figure 140 c). Dans ce cas, la valeur de la vitesse de production est de  
3,3.10-15 mol.s-1 ce qui correspond à 60% de la valeur théorique calculée sur la modélisation 
(5,6.10-15 mol.s-1). Les écarts obtenus entre l’expérience et la modélisation peuvent être liés aux 
approximations faites dans le calcul de la vitesse théorique qui est sur-estimée puisque nous ne 
prenons pas en compte la vitesse réelle de diffusion du glucose vers le milieu intravésiculaire. A 
nouveau, il serait intéressant de pouvoir simuler ces effets pour pouvoir calculer une vitesse de 
production d’H2O2 plus précisément. 
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R2 = 0,996 

Pente = 6,6.10-17 mol.s-1 
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Modélisation 
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Expérience (x 50) 
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Figure 140 (a) Modélisation de la quantité de peroxyde d’hydrogène produit par l’oxydation du glucose catalysée par la 
GOX  (3,36.10-7 U) au sein de la vésicule. Cette courbe ne prend en compte les cinétiques de diffusion du glucose du milieu 
extravésiculaire vers le milieu intravésiculaire. (b) Quantité de peroxyde d’hydrogène oxydée à la surface de l’électrode au 
cours du temps calculé à paritir de l’intégration du signal de chronoampérométrie. (c) Superposition de la modélisation et 
de la courbe déterminée à partir des données expérimentales ( multipliées par 50 pour tenir compte du facteur de collecte) 
pour estimer la quantité totale d’H2O2 produite et non seulement la quantité oxydée. 
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Par ailleurs, dans la zone 2 de la Figure 139, l’électrode est éloignée d’environ 100 µm puis 
repositionnée au voisinage de la membrane de manière périodique conduisant au profil en créneau du 
signal de chronoampérométrie. Lorsque l’électrode est éloignée de la vésicule, c’est-à-dire de la 
source de peroxyde d’hydrogène, le courant diminue instantanément. De plus, puisque dans cette 
partie de l’expérience, la production enzymatique est continue et que la cinétique de production est 
stationnaire alors l’intensité du courant détecté à chaque retour à la position initiale de l’électrode est 
constante. Néanmoins, une légère augmentation globale du signal est à attribuer à la formation d’un 
gradient de concentration en peroxyde d’hydrogène qui s’établit autour du microréacteur au cours du 
temps.  

Enfin, une étude de la sensibilité in situ des UME en considérant la distance entre l’électrode 
et la membrane de la vésicule a été réalisée. La détection par chronoampérométrie de l’expérience 
décrite dans ce paragraphe est poursuivie avec le même microréacteur contenant la glucose oxydase : 
la Figure 141 (a) fait suite à la Figure 139. De la même façon que représentée sur la zone 2 de la 
Figure 139, ici l’électrode est éloignée puis rapprochée de la membrane à des distances contrôlées. 
Ainsi, une relation entre l’intensité du courant et la distance entre l’UME et la membrane de la GUV 
peut être établie (Figure 141 b), elle correspond à une perte de 0,90 pA.µm-1. Ici, le maximum d’in-
tensité de courant est de 34 pA et la ligne de base se situe à 21,5 pA ce qui signifie que le signal 
maximal (lorsque l’électrode est au plus proche de la membrane) est de 12,5 pA. Ainsi une perte de 
0,90 pA.µm-1 représente une perte d’environ 7,5% du signal par µm. Ce dernier résultat permet de 
mettre en évidence la sensibilité de la mesure et l’importante influence de la position de l’électrode 
par rapport à la membrane. En effet, le flux d’H2O2 sortant de la GUV est immédiatement dilué dans 
le volume extérieur, ce qui a pour effet d’influencer drastiquement sur la mesure du courant détecté. 
Cet effet de dilution est un argument supplémentaire pouvant justifier le léger écart entre les ciné-
tiques calculées à partir d’une modélisation et de l’intégration du signal d’électrochimie. L’UME 
devant être placée au plus proche de la membrane mais néanmoins ne doit pas la toucher pour éviter 
toute pollution de sa surface par les lipides, il est donc nécessaire de la positionner à quelques micro-
mètres de la membrane.  

    

Au vu de ce dernier résultat, les 3 µm qui séparent l’électrode et la membrane au cours de la 
mesure (zone 1 de la Figure 139) suffisent à entrainer une chute d’environ 20% du signal : dans ces 
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Figure 141  Détection à distances variables entre l’UME et la membrane du H2O2 produit par la réaction enzymatique Gluose-
GOX au sein d’une GUV. (a) Chronoampérométrie à + 0,35 V vs. Ag/AgCl. (b) Intensité du courant stationnaire en fonction de la 
distance entre l’UME et la membrane de la GUV. 
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conditions, il est raisonnable de penser que cet effet de distance est partiellement responsable de 
l’écart entre la modélisation et l’expérience de la Figure 140 c. A cela s’ajoute les approximations 
faites sur le calcul de la courbe de modélisation précédemment discutées. 

 

En conclusion de ce paragraphe, l’activité enzymatique de la glucose oxydase a pu être étu-
diée par électrochimie. La réaction a pu être confinée au sein d’un microréacteur biomimétique mal-
gré les contraintes imposées par les propriétés de perméabilité particulières des vésicules. 

De réels flux d’espèces produites ont pu être détectés et quantifiés par chronoampérométrie 
grâce à l’utilisation d’ultra-microélectrodes. Une quantité de peroxyde d’hydrogène de l’ordre de la 
femtomole (10-15 mol) a pu être détectée. Cette sensibilité est liée aux dimensions dans lesquelles les 
espèces sont détectées : les volumes étant de l’ordre du fL, de très faibles quantités peuvent être son-
dées. 

Ensuite, l’effet de la distance entre la membrane et la surface de l’électrode sur la sensibilité 
a été mis en évidence. La position de l’électrode par rapport au flux (ici la GUV) doit être parfaitement 
contrôlée en vue d’analyses quantitatives. 

Enfin, une étude de la cinétique enzymatique obtenue expérimentalement a été confrontée à 
une simulation. En tenant compte des quelques approximations utilisées et de l’influence de la dis-
tance UME-GUV sur la mesure, les résultats obtenus sont en très bon accord avec la théorie. 
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III. Mise en place de la détection du NO• et du NO2
- : vers la caractérisa-

tion des activités des NO-Synthases 

La dernière partie de ce chapitre est consacrée à la présentation de résultats préliminaires en 
vue de l’étude des activités enzymatiques des NO-Synthases en microréacteur. Ces enzymes sont les 
seules responsables de la production de monoxyde d’azote chez les mammifères et présentent un 
grand intérêt du point de vue de la recherche biomédicale puisqu’elles sont impliquées dans de nom-
breux processus physiologiques importants (vasodilatation, neurotransmission…). Les mécanismes 
réactionnels des NO-Synthases proposés à ce jour ont été présentés au Chapitre 1, ainsi que leurs 
structures et fonctions. Rappelons brièvement que ces enzymes sont suspectées de ne pas produire 
seulement du NO• mais également d’autres espèces réactives de l’oxygène et de l’azote (ROS et RNS) 
tels que le superoxyde, le peroxyde d’hydrogène, le peroxynitrite ou encore les nitrites. 

L’ambition du projet est de pouvoir caractériser par électrochimie les signaux de ces diffé-
rentes espèces de manière simultanée dans le but de caractériser et possiblement quantifier différentes 
activités des NO-Synthases in cellulo. Dans un premier temps, et de manière analogue avec ce qui a 
été fait pour la réaction modèle Glucose/GOX, il s’agira de calibrer le système vis-à-vis des espèces 
d’intérêt puis de détecter ces espèces après encapsulation au sein d’un microréacteur. Les prochains 
paragraphes seront dédiés à la présentation de ces premiers résultats. 

 

1. Calibration du système de détection vis-à-vis du NO• et du NO2
- 

Tout d’abord, une expérience de voltamétrie cyclique a été réalisée dans une solution de NO• 
dégazée, dans le but d’établir les valeurs exactes des potentiels d’oxydation du NO• et du NO2

- avec 
les UME à fibre de carbone platinée qui sont utilisées tout au long des expériences présentées dans ce 
manuscrit (Figure 142). Cette expérience est conduite dans une solution anaérobique de NO• à 180 
µM dissout dans du PBS. Une solution stock saturée a été préparée en faisant buller un flux de NO• 
(gaz) dans un tampon phosphate préalablement dégazé (protocole détaillé en Annexe II.7). La con-
centration de la solution stock est déterminée par le test oxyhémoglobine (protocole décrit en Annexe 
II.8). Brièvement, l’oxyhémoglobine est une protéine possédant un fer hémique ayant une affinité 
pour le monoxyde d’azote. Lorsque du NO• est présent, le degré d’oxydation du fer hémique est mo-
difié, induisant une modification de la signature spectrale de l’oxyhémoglobine. Un suivi par spec-
troscopie UV-visible permet le calcul de la concentration en NO• de la solution dosée. 

L’expérience de voltamétrie cyclique est effectuée entre + 0,1 et + 0,9 V vs. Ag/AgCl à la 
vitesse de 0,02 V.s-1. Sur le premier cycle, deux vagues d’oxydation sont observées : d’abord la vague 
du NO• dont le potentiel de demi-vague se situe à environ + 0,55 V vs. Ag/AgCl, suivie de la vague 
d’oxydation du NO2

-, de potentiel de demi-vague égale à + 0,72 V vs. Ag/AgCl. L’insert de la Figure 
142 montre l’évolution des différents cycles au cours du temps : au fur et à mesure des analyses, la 
vague du NO• diminue au profit d’une augmentation de celle du NO2

-. Cette évolution est mise en 
évidence sur la Figure 142 sur laquelle la courbe noire correspond à la vague d’oxydation du cycle 1 
et la courbe rouge à celle du cycle 22. Avec la surface d’électrode utilisée (UME à fibre de carbone 
platinée), la vague anodique du NO• atteint un potentiel de semi-plateau à + 0,62 V vs. Ag/AgCl et 
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celle du NO2
- à + 0,85 V vs. Ag/AgCl. Dans la suite des expériences de chronoampérométrie présen-

tées, le potentiel utilisé pour la détection seule du NO• sera donc fixé à + 0,65 V vs. Ag/AgCl et celui 
d’une combinaison du NO• et du NO2

- à + 0,9 V vs. Ag/AgCl.  

  

 

a. En solution : NO• 

Comme précédemment réalisée avec le peroxyde d’hydrogène et dans le but de déterminer 
une relation entre la concentration en NO• et le courant détecté, une expérience de calibration par 
chronoampérométrie à + 0,65 V vs. Ag/AgCl a été mise en œuvre, toujours avec une UME à fibre de 
carbone platinée. Cette expérience consiste à effectuer des ajouts successifs d’une solution de NO• 
dans le PBS et à suivre l’évolution du courant en fonction des ajouts. 

Après un temps suffisant de polarisation de l’électrode, le monoxyde d’azote est injecté dans 
une cellule électrochimique hermétique préalablement conditionnée avec un flux d’azote pour élimi-
ner l’oxygène. Des seringues Hamilton « gas tight » (hermétiques) préalablement purgées par de 
l’azote sont utilisées lors des prélèvements de solution stock et des injections. Tous les flacons con-
tenant la solution stock saturée et les solutions stocks intermédiaires (issues de la dilution de la solu-
tion saturée), de même que la cellule électrochimique sont équipés d’un septum garantissant l’hermé-
ticité du système lors des prélèvements. De plus, un flux d’azote est envoyé à la surface de la solution 
tout au long de l’expérience de manière à laisser une légère surpression d’azote qui compense des 
fuites possibles lors des injections de NO•. 

Comme pour l’étalonnage du peroxyde d’hydrogène, un profil en marche d’escalier est at-
tendu, chaque ajout entrainant une augmentation de concentration (stable sur UME) et donc une aug-
mentation du courant. L’expérience est également effectuée sous agitation constante.   

 Le profil obtenu est différent de celui attendu : une augmentation de courant est bien observée 
à chaque ajout mais le signal diminue rapidement juste après (Figure 143). Cette chute post-ajout est 
la marque d’une instabilité du système de détection du NO•.  

Figure 142 Voltamétrie cyclique enregistrée entre + 0,1 V et + 0,9 V vs. Ag/AgCl à une vitesse de balayage de 0,02 V.s-

1 dans une solution de NO dans le PBS (180 µM et 10 mM, respectivement ; pH 7,4) dégazée. Courbe noire = cycle 1. 
Courbe rouge = cycle 22. Insert : ensemble des 22 cycles de l’expérience. 
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Différentes hypothèses ont été émises quant à l’origine de l’instabilité observée :  

(1) De l’oxygène arrive malgré tout à rentrer dans la cellule électrochimique : malgré les condi-
tions anaérobies et le flux d’azote, un éventuel manque d’herméticité à l’oxygène de la cellule 
est envisageable. Si des traces d’oxygène pénètrent dans la cellule, le flux d’azote pourrait ne 
pas être suffisant puisque la densité de l’oxygène est légèrement plus élevée que celle de 
l’azote. Nous avons donc reproduit cette expérience en remplaçant l’azote par de l’argon dans 
la majorité des étapes du protocole mais le même profil a été obtenu. 

(2) Le noir de platine recouvrant la surface de l’électrode contient souvent des oxydes (PtO2) 
[200] qui pourraient éventuellement être responsables d’une réaction avec le NO• ou encore 
passiver l’électrode. L’expérience a donc été reproduite avec une UME fibre de carbone non 
platinée et dont la longueur de la fibre n’a pas été isolée (dans le but de pouvoir détecté suf-
fisamment de courant d’oxydation). Bien que présentant une sensibilité de détection plus 
faible, et une cinétique plus lente, le profil décroissant en chronoampérométrie est à nouveau 
observé. 

(3) Bien que les solutions soient préparées avec de l’eau milliQ, d’éventuelles traces de cuivre 
dans la solution pourrait agir comme un catalyseur et réagir avec le NO•. L’ajout d’EDTA n’a 
pas eu d’effet sur le profil cinétique des chronoampérogrammes. 

(4) Le saut de courant observé à chaque addition de NO• n’est pas dû à ce dernier mais à des 
variations du courant capacitif, dues par exemple à de faibles variations ioniques de la solution 
ajoutée (espèces additionnelles au NO• lors de sa solubilisation dans le PBS). Un contrôle a 
été effectué en ajoutant la même solution de NO• préalablement aérée pendant une dizaine 

Figure 143 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,65 V vs. Ag/AgCl avec une UME à fibre de carbone (10 µm de diamètre) 
platinée (10 µC) lors d’ajouts successifs d’une solution de NO• (PBS 10 mM, pH 7,4, condition anaérobie). Insert : zoom sur 

les premiers ajouts à ΔC = 0,05 et 0,25 µM. 
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d’heures : dans ce cas, tout le NO• a été converti en NO2
-. L’ajout de cette solution n’a provo-

qué aucun changement du signal de courant (pour E = + 0,65 V vs. Ag/AgCl) ce qui va à 
l’encontre de l’hypothèse. 

Ces observations ne sont pas en accord avec les résultats proposés dans la littérature par Lan-
toine et al. où des calibrations de ce type ont été réalisées en conditions anaérobie mais également 
aérobie (PBS, pH 7,4) [210]. Les électrodes utilisées dans cet article étaient des électrodes à fibre de 
carbone modifiées avec des membranes polymères (polymère porphyrine de Ni et Nafion) (voir Cha-
pitre 1, paragraphe II. 3.b) et le signal électrochimique était obtenu par ampérométrie à impulsions 
différentielles (Differential Pulse Amperometry, DPA). Pour l’ensemble des conditions testées, une 
très bonne linéarité avait été obtenue entre l’intensité du courant et la concentration en monoxyde 
d’azote. 

Après ces différents contrôles, nous n’avons pas été en mesure de déterminer exactement 
l’origine de l’instabilité du signal. Néanmoins, on observe que la chute du courant après ajout devient 
de plus en plus brutale avec les ajouts, indiquant que la cinétique de la perte de signal serait d’ordre 
2. Ainsi, l’hypothèse la plus probable est liée à la présence d’une espèce qui conduit à la consomma-
tion du NO•.  

Dans l’hypothèse où cette espèce serait l’oxygène, un traitement des données est proposé en 
annexe (Annexe IV) dans le but de calculer la concentration résiduelle en oxygène dans la solution à 
partir des cinétiques de décroissance du courant de la Figure 143. Nous avons estimé la concentration 
en oxygène dans la solution à environ 5,7 µM, ce qui est près de 45 fois inférieur à la valeur de la 
concentration en oxygène d’une solution aérée (0,25 mM). Malgré les approximations faites pour 
réaliser ce calcul, si l’oxygène est réellement à l’origine de la déstabilisation du courant, il semblerait 
alors que quelques micromolaires suffisent pour entrainer une décomposition du NO• suffisamment 
rapide par rapport à nos temps d’analyses. 

 

b. En solution : NO2
- 

Ensuite, de manière analogue, une courbe d’étalonnage a été réalisée à partir d’ajouts succes-
sifs de solutions de nitrite. L’expérience de chronoampérométrie est effectuée au potentiel de + 0,85 
V vs. Ag/AgCl et le profil en marches d’escalier attendu est bien obtenu (Figure 144 a). La gamme 
en NO2

- testée est comprise entre 0,05 et 30 µM et la sensibilité de l’électrode est estimée à 100 
pA.µM-1 avec une bonne linéarité (Figure 144 b). Pour le peroxyde d’hydrogène, la sensibilité avait 
été établie à presque 300 pA par µM, ce qui est trois fois plus élevé que pour le nitrite. Cette différence 
de réactivité est due à la surface d’électrode. En effet, nous avions discuté au Chapitre 1 de l’affinité 
particulière du platine pour H2O2 ce qui facilite cinétiquement et thermodynamiquement son oxyda-
tion. 
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L’étalonnage in vitro des UME platinées pour le monoxyde d’azote a mis en évidence une 
instabilité du courant ne nous permettant pas d’établir une calibration précise de notre approche de 
détection. 

Nous avons donc par la suite décidé d’utiliser des composés chimiques donneurs de NO• 
(NONOates) qui ont la propriété d’être instable à pH neutre ou acide et de se décomposer pour libérer 
du monoxyde d’azote en solution. Ces composés permettent d’assurer une production continue de 
NO• au cours d’une période de temps donnée.  

  

2000 3000 4000 5000

0.5

1.0

1.5

2.0

2.5

3.0

3.5

4.0

 

I 
(n

A
)

t (s)

1000 1500 2000

0.5

0.6

0.7

I 
(n

A
)

t (s)

Figure 144 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,85 V vs. Ag/AgCl avec une UME fibre de carbone (10 µm de diamètre) 
platinée (10 µC) lors d’ajouts successifs d’une solution de NO2

- (PBS 10 mM, pH 7,4). Insert : zoom sur les premiers ajouts à 

C = 0,05 - 0,01 - 0,15 -  0,20 µM. 
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2. Microinjection de produits et substrats de l’activité NO-Synthase dans un 
liposome géant  

a. Généralités sur les NONOates 

Les NONOates sont des composés dits « donneurs » de NO•. Ils sont formés d’un groupement 
amine fonctionnel, un groupement de liaison NO−, et un groupement nitrosyle terminal. Ils se décom-
posent selon un processus dépendant du pH et de la température d’après une cinétique d’ordre 1. Il 
existe un grand nombre de NONOates possédant des cinétiques de décomposition différentes, en 
fonction du groupement amine fonctionnalisé, et c’est ici le DEA-NONOate qui a été étudié (Figure 
145). Le fournisseur indique que le temps de demi-vie du DEA-NONOates est de 16 min à 25°C et à 
pH 7,4 [341]. 

 

 

Un suivi par spectroscopie UV-visible a été réalisé et permet de calculer la constante de vi-
tesse associée au NONOate utilisé (Figure 146). L’évolution de l’absorbance à 250 nm permet de 

calculer la concentration en NONOates au cours du temps (ɛDEA = 8 000 M-1.cm-1). La cinétique étant 
de premier ordre, la constante de vitesse est déterminée en traçant la courbe : 

ln
[𝐷𝐸𝐴 − 𝑁𝑂𝑁𝑂𝑎𝑡𝑒]𝑡

[𝐷𝐸𝐴 − 𝑁𝑂𝑁𝑂𝑎𝑡𝑒]0
= 𝑓(𝑡) 

Le coefficient directeur de la droite obtenue correspond à – 𝑘, 𝑘 étant la constante de vitesse 

de la réaction de décomposition du NONOate étudié. La valeur de 𝑘 a été déterminée à 25°C en 
tampon PBS (10 mM, pH 7,4) : 

𝑘𝐷𝐸𝐴−𝑁𝑂𝑁𝑂𝑎𝑡𝑒 =  6,8. 10−4  ± 4. 10−6 𝑠−1 

La valeur de la constante de vitesse obtenue est en accord avec celles données dans la littéra-
ture [342]–[344]. 

    

 

Figure 145 Structure chimique du DEA-NONOate. 

Figure 146 Suivi de la décomposition du DEA-NONOates 
(10 µM) à T = 25°C et pH 7,4 (PBS 10 mM) en spectroscopie 
UV-visible (acquisition d’un spectre toutes les 30 s).  
Insert : détermination de la constante de vitesse de la 
réaction de décomposition en suivant une loi de cinétique 
d’ordre 1 (R² = 0,997). 
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b. Détection de NO• et NO2
- injectés au sein d’une GUV 

Etant donnée l’importante instabilité des solutions de NO•, nous avons choisi d’injecter des 
solutions de DEA-NONOate. En effet, en utilisant les NONOates comme source de NO•, une « pro-
duction » régulière est assurée. Néanmoins, il ne faut pas oublier qu’en milieu aérobie, le monoxyde 
d’azote est sensible à l’oxygène, ce qui conduit in fine à la formation de nitrites en solution. La dé-
composition des NONOates entraine donc une production de NO• et de NO2

- que l’on peut « décom-
poser » par des mesures comparatives aux potentiels de + 0,65 V et +0,9 V vs. Ag/AgCl. 

i. NO2
- 

Dans un premier temps, un test de perméabilité des membranes vis-à-vis du NO2
- a été effec-

tué par électro-microinjection d’une solution de NO2
- à 1 mM au sein d’une vésicule. Bien que les 

membranes phospholipidiques soient théoriquement peu perméables aux espèces chargées, les pro-
priétés de perméabilité particulières des membranes des vésicules à base du mélange SPE nous ont 
conduits à réévaluer leur comportement vis-à-vis des nitrites.   

La détection du NO2
- est assurée par chronoampérométrie à + 0,9 V vs. Ag/AgCl (Figure 147). 

L’électrode est placée à 5 µm de la membrane et un flux continu de solution de nitrite est injecté au 
sein d’une GUV. Une injection prolongée entraine logiquement le gonflement de la vésicule, jusqu’à 
une limite où elle peut éclater. Ceci a été obtenu en faisant augmenter le diamètre d’une vésicule par 
presque 4 (diamètre initial = 30 µm), ce qui signifie que son volume a été multiplié par près de 60. Le 
profil de chronoampérométrie montre une légère augmentation du courant entre le moment de l’in-
jection et l’éclatement de la GUV, suivie d’une augmentation brutale du signal quand la vésicule 
éclate.  
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 Ce résultat montre qualitativement que la diffusion vers l’extérieur des nitrites est faible et 
donc que la perméabilité de la membrane pour cet ion est limitée. En effet, lorsque la vésicule éclate, 
le flux de nitrite sortant est environ 10 fois supérieur (variation de courant de l’ordre de 200 pA) au 
flux de diffusion pur (variation de courant de 20 pA) à travers la membrane.  

 

Figure 147 Chronoampérométrie enregistrée 
à + 0,9 V vs. Ag/AgCl avec une UME à fibre 
de carbone (10 µm de diamètre) platinée (10 
µC). Détection au voisinage de la membrane 
d’une GUV électro-microinjectée avec une 
solution de NO2

- à 1 mM. 
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Ces données ne peuvent être exploitées plus en avant d’un point de vue quantitatif mais elles 
permettent d’établir qualitativement que la membrane est peu perméable au NO2

-. Cependant, cette 
espèce risquerait d’interférer avec les mesures dans l’éventualité d’une production enzymatique de 
plusieurs espèces par la NO-Synthase. 

ii. DEA-NONOate 

L’expérience présentée ici a eu pour but d’observer la diffusion de flux de NO•, provenant de 
la décomposition du DEA-NONOate, à travers la membrane vésiculaire. Le DEA-NONOate est so-
lubilisé en PBS de sorte qu’il commence à se décomposer avant d’être injecté au sein de la vésicule. 
Le temps avant injection est difficilement contrôlable et il n’a pas été possible, dans cette expérience 
de preuve de principe, de connaître exactement la concentration de NO• formée. Néanmoins, l’analyse 
par chronoampérométrie à + 0,65 V (Figure 148) montre qu’un flux d’espèce est détecté, qui ne peut 
être ni celui des nitrites ni du groupement diéthylamine du DEA-NONOate à ce potentiel. La variation 
de courant est faible, de l’ordre de 10-15 pA mais soutenue pendant chaque injection. 

   

Cette étude préliminaire met en évidence que des flux de NO• peuvent effectivement être 
détectés à l’extérieur de la vésicule lorsque celui-ci est encapsulé à l’intérieur. 

 

iii. Interférents possibles à l’analyse de la NO-Synthase in situ 

Dans le but final de caractériser les activités enzymatiques des NO-Synthases, les vésicules 
ont pour fonction première de confiner l’enzyme mais également ses substrats, cofacteurs et espèces 
intermédiaires, tout en laissant diffuser le NO•, voire d’autres petites molécules de type RNS à travers 
la membrane. Néanmoins, ayant observé une perméabilité assez importante des microréacteurs déve-
loppés au cours de ce projet, il est probable que certains des réactifs et des espèces intermédiaires des 
NOS puissent aussi diffuser vers le milieu extravésiculaire, et donc interférer avec la détection par 
électrochimie. 

Ainsi, un contrôle préliminaire a été effectué avec l’espèce intermédiaire Nω–hydroxyarginine 
(NOHA) issue de l’oxydation du substrat L-Arginine par la NO-Synthase, de même qu’avec le cofac-
teur BH4, essentiel au repliement de l’enzyme (voir Chapitre 1, paragraphe II.2). Ces espèces (deux 
solutions distinctes) ont été injectées en face d’une UME à fibre de carbone platinée polarisée à + 0,9 
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Figure 148 Chronoampérométries réalisées avec 
une UME à fibre de carbone (7 µm) platinée (5 µC) 
positionnée au voisinage de la membrane d’une 
GUV injectée avec une solution de DEA-NONOate 
(1,5 mM final). E = + 0,65 V vs. Ag/AgCl. 

Injection 
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V vs. Ag/AgCl (potentiel de détection simultanée de NO• et NO2
-) et leurs réponses électrochimiques 

ont été suivies par chronoampérométrie (Figure 149). 

7000 7100 9400 9600 9800
0.0

0.5

1.0

1.5

2.0

 

 

I 
(n

A
)

t (s)

 

A la vue de ces résultats, il apparait clair que ces espèces s’oxydent électrochimiquement et 
risquent d’interférer avec le signal des espèces d’intérêt. Cela demandera donc dans une étape ulté-
rieure de vérifier leur capacité de diffusion à travers les membranes et de définir, si aux concentrations 
utiles pour l’étude de la NO-Synthase, les variations de courant induites seraient rédhibitoires. 

La détection de la production enzymatique des NO-Synthases au sein des microréacteurs bio-
mimétiques mis au point au cours de ce projet est un réel défi, puisque cela implique de concilier les 
propriétés de perméabilité complexes des vésicules avec une enzyme dont certains substrats et cofac-
teurs sont électroactifs (BH4, NADPH). A cela, s’ajoute les nombreux ROS et RNS qui peuvent être 
produits par la NOS.  

Une première approche pour limiter l’influence des interférents consisterait à utiliser des élec-
trodes modifiées avec une ou plusieurs membranes sélectives, ce qui permettrait de rendre notre sys-
tème de détection plus spécifique du monoxyde d’azote. Notamment, le dépôt d’une membrane po-
lymère mixte de type polyeugénol-polyphénol semble prometteur pour limiter l’impact des interfé-
rents sur le signal de détection électrochimique [203]. 

 

 

En conclusion de ce dernier chapitre, la microscopie in situ couplée à l’électrochimie nous a 
permis d’étudier les mécanismes redox d’espèces fluorogéniques tels que l’Amplex Red et la resoru-
fine, mis en jeu dans la détection du peroxyde d’hydrogène. Nous avons ainsi mis en évidence des 
procédés faradiques issus de l’oxydation directe de l’Amplex Red et conduisant à la formation de la 
resorufine, identifiée par spectroélectrochimie et microscopie de fluorescence. 

Figure 149 Chronoampérométrie enregistrée à + 0,9 V vs. Ag/AgCl avec une UME fibre de carbone (10 µm de dia-
mètre) platinée (10 µC). Deux injections sont réalisées en face de l’électrode : 1. NOHA 5 mM et 2. BH4 0,4 mM. 

1. NOHA 2. BH4 
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Ensuite, une réaction enzymatique modèle mettant en jeu la glucose oxydase a été caractérisée 
au sein d’un microréacteur biomimétique. Les conditions expérimentales ont pu être adaptées aux 
propriétés des vésicules dans le but de réaliser une quantification de la production enzymatique 
d’H2O2 par électrochimie. Nous avons également montré la sensibilité et la résolution cinétique de 
telles mesures effectuées au niveau de la membrane vésiculaire de façon non destructrice. Malgré les 
contraintes méthodologiques fortes, nous avons réussi à obtenir une bonne corrélation entre nos ré-
sultats expérimentaux et une modélisation théorique de la production enzymatique. 

Enfin, nous avons commencé à mettre en place la détection du monoxyde d’azote et des ni-
trites au niveau d’une seule vésicule. Des contraintes expérimentales encore plus fortes ont freiné la 
caractérisation et la calibration de nos systèmes avec les enzymes NO-Synthases. En particulier, la 
forte perméabilité des membranes limite l’isolement des réactifs au sein du microréacteur et nous 
avons confirmé que ces espèces sont source d’interférences avec la mesure des produits enzyma-
tiques. Pour finaliser cette partie du projet, il serait nécessaire de développer des électrodes, toujours 
de type UME, parfaitement sélectives au monoxyde d’azote en regard des substrats et produits élec-
troactifs afin de pouvoir étudier dans des conditions uniques les activités enzymatiques des NO-Syn-
thases.  
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Conclusion générale et perspectives 

Le projet présenté dans ce manuscrit a associé plusieurs partenaires (ANR NOSynthCell) au 
cours de ces trois années de travaux de thèse avec, pour objectif principal, le développement d’une 
stratégie bottom-up pour l’étude d’activités enzymatiques en conditions biomimétiques. Dans le but 
commun de caractériser les activités des NO-Synthases pour une meilleure compréhension de leurs 
mécanismes, notre laboratoire s’est concentré sur le développement de vésicules unilamellaires 
géantes pouvant servir de microréacteurs tandis que nos partenaires travaillent à la construction d’ar-
chitecture PiP (Polymersomes in Polymersome). 

Les enzymes NO-Synthases sont d’un intérêt biologique majeur puisqu’elles représentent 
l’unique source de monoxyde d’azote chez les mammifères. Néanmoins, les chemins réactionnels 
complexes empruntés lors des transferts de protons et d’électrons, et, conduisant in fine à la produc-
tion de NO•, ne sont pas encore totalement élucidés. En plus de la complexité intrinsèque du méca-
nisme, la forte réactivité des espèces produites (ROS et RNS) limite fortement leurs possibilités d’ana-
lyses.  

L’innovation apportée par notre stratégie consistait à caractériser des activités enzymatiques 
à des échelles auxquelles cette réactivité n’est plus limitante. 

Le présent travail avait donc pour objectifs de mettre en place une approche biomimétique et 
de développer un système d’étude à l’échelle micrométrique. De plus, il a fallu mettre au point des 
techniques d’analyses physico-chimiques permettant de détecter et de quantifier des espèces chi-
miques réactives (ROS et RNS) aux mêmes échelles.  

Pour atteindre ces ambitions, notre méthodologie a été de développer ces différents éléments 
en parallèle, pour, ensuite, aboutir à la construction d’un outil complet et performant. 

La formation de vésicules unilamellaires géantes en milieu physiologique fut le premier élé-
ment à mettre en place. Ainsi, le développement d’un nouveau protocole d’électroformation en tam-
pon salin (300 mOsm, pH 7,4) fut le point de départ de notre étude. Néanmoins, quand des vésicules 
ont pu être obtenues de manière reproductible, nous nous sommes heurtés à plusieurs verrous métho-
dologiques lors de la suite du développement de notre stratégie. En effet, l’apport des réactifs au sein 
de GUVs électroformées, par encapsulation ou par microinjection n’a pas pu être réalisé de façon 
satisfaisante. 

Deux nouvelles techniques de formation des liposomes géants, basées sur une technique de 
déshydratation puis réhydratation d’un film de lipides ont ensuite été mises en place. La première 
technique fut simple à maitriser mais, de manière analogue aux GUVs électroformées, nous ne 
sommes pas parvenus à exploiter ces systèmes dans le cadre de notre étude. En revanche, la dernière 
technique, bien que complexe à mettre en œuvre au départ, présentait de nombreux avantages pour la 
suite, notamment le fait que ces vésicules géantes soient jumelées à un réservoir de lipides. 

Ce compartiment pouvant servir d’hôte à des réactions enzymatiques, nous avions ensuite 
travaillé à la modification interne des vésicules et au déclenchement contrôlé de la réaction. La mi-
croinjection constitua notre première approche mais ne s’avéra pas être efficace sur des structures 
aussi souples que les liposomes. Nous avions alors implanté au laboratoire l’électro-microinjection 
qui consiste à assister le flux d’injection d’impulsions électriques qui créent un pore transitoire local 
dans la membrane de la vésicule. Cette technique nous avait permis d’apporter des espèces au sein 
d’une GUV de manière contrôlée. 
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Néanmoins, nos systèmes vésiculaires se sont montrés plus complexes qu’attendus au départ. 
Ainsi, ces contraintes nous ont conduits à étudier plus en détails les propriétés de nos vésicules, no-
tamment en termes de perméabilité. Des hypothèses furent établies et, pour la plupart, furent réfutées 
lors d’expériences de contrôle. Nous avions alors conclu que les propriétés de perméabilité de ces 
vésicules étaient probablement liées à leur composition variée en phospholipides induisant la forma-
tion éventuelle de domaines lipidiques au sein de la membrane. Nous avions évoqué une possible 
synergie entre des zones où les lipides sont plus fluides et des zones où les lipides chargés seraient 
ségrégués. 

Dans le futur, le développement d’un protocole de formation des vésicules jumelées avec un 
réservoir mais de compositions de membranes plus simples, avec un(des) lipide(s) synthétique(s), 
permettrait de vérifier nos hypothèses. De plus, dans le cas où de telles vésicules seraient imper-
méables, le déclenchement contrôlé de la réaction pourrait être réalisé grâce à la formation d’un réseau 
de vésicules connectées par des nanotubes. 

Dans la suite de nos travaux, nous avons su tenir compte de la complexité de nos microréac-
teurs lors de la caractérisation d’une première réaction modèle mettant en jeu la glucose oxydase 
(GOX) et la peroxydase de raifort (HRP). Ce système bienzymatique conduit à la formation d’une 
espèce fluorescente (resorufine) et des premiers résultats de suivi de fluorescence obtenus par micros-
copie confocale nous ont permis d’établir que les deux enzymes (GOX et HRP) restaient confinées 
dans le microréacteur mais que les substrats (glucose et Amplex Red) et les produits (peroxyde d’hy-
drogène et resorufine) pouvaient diffuser à travers la membrane.  

Dans un second temps, la réaction glucose-GOX fut caractérisée par électrochimie avec des 
ultramicroélectrodes à fibre de carbone en prenant en compte ces nouvelles informations relatives aux 
propriétés de perméabilité des vésicules. La production de peroxyde d’hydrogène par la conversion 
du glucose a été analysée par chronoampérométrie et l’analyse de nos données a permis de quantifier 
une réelle production enzymatique en très bon accord avec la théorie. Notre système vésiculaire nous 
a donc permis de caractériser une première activité enzymatique. 

Pour aller plus loin dans l’analyse, il serait intéressant de pouvoir simuler de façon plus pré-
cise le transport du peroxyde d’hydrogène en prenant en compte les phénomènes de convection, de 
partition et de diffusion. De plus, différentes concentrations en substrat et/ou en enzyme permettrait 
de compléter cette étude sur l’activité de la glucose oxydase. 

Ensuite, toujours en tenant compte des propriétés des vésicules, notre stratégie pour l’étude 
quantitative des activités des NO-Synthases fut adaptée dans l’idée que seule l’enzyme reste confinée 
dans le microréacteur. Ainsi, il fut nécessaire de contrôler, dans un premier temps, si les espèces 
nécessaires à la production enzymatique étaient électroactives. Nos premiers résultats expérimentaux 
ont montré que ces espèces risqueront fortement d’interférer avec la détection des espèces produites. 

Dans cette perspective, il serait nécessaire, par la suite, de modifier nos ultramicroélectrodes 
avec une membrane leur permettant une meilleure sélectivité au monoxyde d’azote. Les activités des 
NO-Synthases pourraient alors être caractérisées en fonction de l’isoforme et des quantités de subs-
trats. Enfin, un couplage entre une détection par électrochimie et par photochimie (utilisation d’une 
sonde spécifique pour des observations in situ en microscopie de fluorescence par exemple) permet-
trait de sonder la production de différents ROS et RNS. 
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Annexes 

I. Matériels 

1. Produits chimiques 
Les références des produits données dans le tableau ci-dessous correspondent aux produits cités dans 
les protocoles généraux du manuscrit et les protocoles détaillés qui suivent dans ces annexes.  

Produit Fournisseur Référence 
PBS (mélange de sels prêt à l’emploi) 
Pour préparation d’un litre de solution à : 
3,9 mM NaH2PO4 
6,1 mM Na2HPO4 
2,7 mM KCl 
138 mM NaCl 

Sigma P5368 

Trizmabase Sigma T1503 
K3PO4 ABCR AB355011 
KH2PO4 Acros Organics 205925000 
MgSO4, 7H2O Sigma 13142 
EDTA Sigma E6758 
Lipides : 

- Egg PC 
- SPE 
- Cholestérol 

 
Avanti Polar Lipids (Interchim) 
Avanti Polar Lipids (Interchim) 
Sigma 

 
840051 
541602 
C8667 

Chloroforme Sigma 25693 

SU-8 2002 
Microchem (Chimie Tech Ser-
vices) 

SU8-2002 

Poly-L-Lysine  
150 000 – 300 000 Mw 

Sigma P4832 

Dextran FITC 
70 kDa 

Sigma FD70S 

Fluorescéine Sigma F6377 
Calcéine Life Technologies (ThermoFisher) C481 
DiD Invitrogen (ThermoFisher) D307 
Resorufine Invitrogen  Plus disponible 
Amplex Red Invitrogen (ThermoFisher) A22188 
HRP Invitrogen (Thermo Fisher) A22188 
DMSO Invitrogen (ThermoFisher) A22188 
Glucose Sigma G8270 
GOX (10 kU) Sigma G7141 
H2O2 Fluka Analytics 95294 
NO• Messer - 
NO2

- Sigma 237213 
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DEA-NONOate Cayman Chemical (Interchim) 82100 
Hémoglobine Sigma H2500 
Dithionite de sodium Sigma 157953 
NED Sigma 222488 

Sulfanilamide Sigma S9251 
L-Arginine Fluka Plus disponible 
(6R)-5,6,7,8-Tetrahydro-L-biopterine 
dihydrochloride (BH4) 

Schirks 11-212 

Nω-hydroxyarginine, monoacétate 
(NOHA) 

Enzo Life Science ALX-106-004 

DL-dithiothreitol Sigma 43819 
BSA (bovine albumine serum) Sigma A7030 
Superoxyde dismutase (SOD) (30 kU) Sigma S5639 
Glycérol Sigma G5516 
Acide chloroplatinique Sigma 262587 
Ethylene glycol butyl éther Sigma 537551 
Allylamine Sigma 145831 
Allylphénol Sigma A34805 
Méthanol Sigma 34860 
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2. Appareils 
Appareil Marque Modèle 

Microscope confocal 
(Objectifs : 20x 115066242, 5x 115066224) 

Leica TCS SP5 II 

Microscope plein champ inversé 
(Objectif : 20x 115066242) 

Leica STP-6000 

Microscope plein champs droit 
(Objectif : 20x 11506503) 

Leica DM6000 B 

Micromanipulateur ThorLabs PCS-5200 
Etireuse laser Sutter P-2000 
Etireuse à spire Narishige PC-100 
Micropolisseuse 
(Disque de polissage : porosité 1 µm) 

WPI 48000 

Générateur (électroporation) Digitimer DS2A-MkII 
Générateur (électrodéposition) ELC AL942 
Potentiostat (CA, CV) Biologic VSP-300 
Potentiostat (spectroélectrochimie) Metrohm µAutoLab 
Injecteur Eppendorf FemtoJet 
Pompe péristaltique Gilson MiniPuls 3 
Plasma Cleaner Harrick Plasma PDC-002 
Spin coater SPS Spin 150 
Système d’exposition UV Kloe UV Kub 
Spectrophotomètre UV-visible (cuvette) Varian  Cary 100 
Spectrophotomètre Fluo (cuvette) Varian Cary Eclipse 
Spectrophotomètre Fluo (avec lecteur de plaques) Molecular Devices Spectra Max M2e 
Système d’aspiration (pour fabrication des UME) Integra VacuSafe 

 

3. Autres 
Désignation Marque Référence 

Lame ITO (résistivité = 15-25 Ω/sq) Sigma 636916 

Capillaire en verre borosilicate avec filament  
(O.D = 1 mm ; I.D = 0,75 mm) 

WPI TW100F-4 

Fibre de carbone (diamètre 10 µm) Cytec Engineered Materials Thornel P-55S 
Poudre de carbone Inconnue Inconnue 
Fil d’argent (diamètre 1 mm)  
(Électrode de référence) 

GoodFellow AG005160 

Fil de platine (diamètre 1 mm)  
(Contre-électrode) 

GoodFellow PT005155 

Fil de platine (diamètre 0,25 mm)  
(Électroporation) 

GoodFellow PT005140 

Colonne de filtration  
PD-10 Sephadex G-25 

GE Healthcare 17085101 
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II. Méthodes 

1. Electroformation 
a. Préparation des solutions de lipides 

Egg PC : solution stock à 3 mg.mL-1 (= 4  mM, M = 770,12 g.mol-1) :  
Solubiliser mEggPC = 0,3 mg dans 100 µL de chloroforme.  

Cholestérol (CHS) : solution stock à 1,5 mg/mL (= 4 mM, M = 386,65 g.mol-1) 
Solubiliser mCHS = 0,75 mg dans 500 µL de chloroforme. 

A partir des solutions stock, les différents mélanges de lipides sont préparés en fonction du ratio 
EggPC:CHS souhaité. 

Toutes les solutions doivent être préparées sous hotte, conservées dans des flacons en verre équipés 
de septum en Téflon (pas de plastique avec le chloroforme !), et stockées à - 20°C pendant 1 à 2 mois. 
Pour renforcer l’herméticité des flacons, le bouchon de chaque flacon est entouré d’un ruban Téflon 
puis d’une bande de Parafilm.  

Remarque : utiliser une seringue Hamilton pour la préparation des solutions (à rincer 15 fois au mi-
nimum avec du chloroforme après chaque utilisation). 

b. Dépôt et séchage 

La solution de lipides est déposée sous forme de film à la surface d’une ou des électrodes à l’aide 
d’une seringue Hamilton (10 µL).  

Lame ITO : la zone de dépôt correspondant à la chambre d’électroformation est repérée avec un feutre 
sur la face non conductrice de la lame. Sur la face conductrice de la lame, le biseau de l’aiguille est 
positionné sur la surface de l’électrode puis la solution de lipides est déposée lentement par petits 
mouvements circulaires en veillant à ne faire qu’un seul passage pour éviter de déposer une épaisseur 
de lipides trop importante. Ce type de dépôt est dit « rock and roll ». La vitesse de déplacement de 
l’aiguille doit être adaptée au volume de solution à déposer.  

  

 

Surface 
(cm²) 

Volume de solution 
à déposer (µL) 

2 3 
9 10 

0,8 1 
Tableau 9 Volume de solution à déposer en 
fonction de la surface de dépôt. 

 

  
Fils de platine : le biseau de l’aiguille est positionné sur le fil et le dépôt (1,5 µL par fil) est réalisé en 
un seul passage. La vitesse de déplacement de l’aiguille est adaptée en fonction du volume déposé. 

Figure 150 Films de lipides déposés sur 2 lames 
ITO (surface de dépôt = 6 x 0,8 cm²). 
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Le dépôt doit être uniforme et il faut notamment veiller à ne pas mettre trop de solution aux extrémités 
des fils.  

Séchage : placer les électrodes sous vide pendant au moins 1 heure pour évaporer le chloroforme. 

Remarque : rincer la seringue Hamilton 15 fois au minimum avec du chloroforme après chaque utili-
sation. 

 

c. Montage pour l’électroformation 

Lames ITO : un espaceur doit être immobilisé entre les deux lames et 3 protocoles ont été suivis en 
fonction des chambres utilisées : 

(1) Espaceur rectangulaire Téflon 3 mm : découper quatre rubans de Parafilm et les positionner 
sur une des lames autour de la zone de dépôt, placer l’espaceur sur le cadre de Parafilm puis 
faire fondre le Parafilm en plaçant la lame sur une plaque chauffante (environ 40°C). Dès que 
le Parafilm commence à fondre, appuyer fermement sur l’espaceur et retirer immédiatement 
la lame de la plaque chauffante. La seconde lame est positionnée sur le dessus de l’espaceur 
avec de la graisse pour permettre d’ôter facilement la lame pour les expériences de microin-
jection in situ. L’ensemble est maintenu avec des pinces pendant l’électroformation. 

(2) Espaceur rectangulaire Téflon 0,5 mm : un trait fin de graisse est dessiné tout autour de la 
zone de dépôt sur les deux lames et l’espaceur est placé entre les deux lames. L’ensemble est 
maintenu avec des pinces pendant l’électroformation. 

(3) Espaceur circulaire PDMS 3 mm : l’espaceur est directement positionné sans ajout de graisse, 
le PDMS garantissant l’imperméabilité de la chambre. L’ensemble est maintenu avec des 
pinces pendant l’électroformation. 

Remplissage de la chambre : injecter lentement la solution d’hydratation dans la chambre à l’aide 
d’une seringue classique équipée d’un filtre nylon (0,25 µm) et d’une aiguille (section 0,45 mm pour 
les espaceurs Téflon 0,5 mm et PDMS 3 mm). Pour l’espaceur en PDMS, celui-ci peut être piqué 
directement avec une aiguille (attention : mettre une seconde aiguille pour l’évacuation de l’air). 

 
Figure 151 Chambre d’électroforma-
tion lames ITO avec espaceur Téflon 3 
mm. 

 
Figure 152 Chambre d’électro-
formation lames ITO avec espa-
ceur Téflon 0,5 mm. 

 
Figure 153 Chambre d’électroformation 
lames ITO avec espaceur PDMS 3 mm. 
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Fils de Pt : remplir directement la chambre en immergeant les fils. 

 
Figure 154 Chambre d’électroformation fils de Pt. Distance entre les fils = 3 mm. 

 

Remarques :  
- pour éviter l’évaporation du PBS pendant la nuit, il faut mettre un cristallisoir au-dessus de la 

chambre ITO qui sera placée sur un sopalin imbibé d’eau ; et il faut placer une lamelle sur la 
chambre fils de Pt 

- les premières gouttes de solution qui passent par le filtre à l’étape de remplissage de l’élec-
trode doivent être jetées 
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2. Fabrication des micropipettes 

Allumer l’étireuse laser (P-2000, Sutter) 30 min avant utilisation. 

Mettre le capillaire dans le rail prévu à cet effet et bloquer le dans les mâchoires de façon à ce que le 
milieu du capillaire soit positionné en face du point d’irradiation laser (Figure 156). 

 

  
Fermer le capot et lancer le programme d’étirage choisi. Sur l’étireuse laser P-2000, cinq paramètres 
peuvent être programmés [345] : 

- Heat (0 à 999) : correspond à la puissance du laser et donc à la quantité d’énergie fournit au 
verre. 

- Filament (0 à 15) : correspond au schéma de balayage du rayon laser qui fournit la chaleur au 
verre. L’étireuse P-2000 est préprogrammée avec 16 schémas qui définissent chacun la hau-
teur et la vitesse de balayage du faisceau et la distribution de chaleur le long de la hauteur de 
balayage. 

- Velocity (0 à 255) : correspond à la vitesse à laquelle les mâchoires (qui maintiennent le ca-
pillaire) doivent bouger au cours de la phase de pré-étirage. Cette vitesse est dépendante de 
la viscosité du verre utilisé et la viscosité est elle-même dépendante de la température du 
verre. La vitesse est donc une manière indirecte de mesurer la température du verre. 

- Delay (0 à 255) : contrôle la durée de l’étirage de manière relative à la désactivation du laser.  
- Pull (0 à 255) : contrôle la force de l’étirage. 

 

 
Le programme de base est établi à : 
Heat = 380 – Filament = 4 – Velocity = 45 – Delay = 225 – Pull = 100. 
Ce programme permet d’obtenir des pipettes longues et fines (diamètre externe < 2 µm). 
Néanmoins, la sensibilité de l’étireuse, notamment à la température de la pièce, oblige à modifier 
certains des paramètres.  
  

Figure 155 Etireuse laser Sutter P-2000. 

 

Figure 156 Zoom sur les mâchoires et le capillaire qui est centré 
dans la zone d’irradiation laser. 

Figure 157 Ecran de contrôle de l’étireuse laser P-2000 
(Sutter). 
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Pour obtenir les pipettes souhaitées, il faut faire varier un paramètre après l’autre en se référant au 
guide proposé par le fabriquant [346], [347]:  

Paramètre Augmenter Diminuer 

Heat 
- Diamètre de la pointe plus petit 
- Longueur de la pointe plus grande 
- Résistance plus élevée 

- Diamètre de la pointe plus large 
- Longueur de la pointe plus courte 
- Résistance plus faible 

Velocity - Diamètre de la pointe plus petit - Diamètre de la pointe plus large 
Delay - Longueur de la pointe plus courte - Longueur de la pointe plus grande 

Pull 
- Diamètre de la pointe plus petit 
- Longueur de la pointe plus grande 

- Diamètre de la pointe plus large 
- Longueur de la pointe plus courte 

 

  

Tableau 10 Influence de la modification des paramètres de l’étireuse laser sur la morphologie de la pointe de la pipette.  
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3. Fabrication des UMEs 

(1) Insertion de la fibre de carbone dans un capillaire : choisir une fibre aussi longue que le ca-
pillaire (diamètre externe = 1 mm) puis aspirer la fibre à l’intérieur du capillaire grâce au 
système d’aspiration VacuSafe (Integra) 

 

(2) Etirage du capillaire : placer la totalité des poids disponible sur l’étireuse à spire Narishige 
(PC-100) et étirer à Heat level = 80. Veiller à positionner le centre du capillaire au niveau de 
la spire pour obtenir deux demi-capillaires de longueurs similaires. Après étirage, la fibre est 
scellée aux deux extrémités étirées du capillaire (Figure 159). Couper délicatement la fibre 
qui connecte encore les deux demi-capillaires avec des ciseaux. La longueur de la fibre qui 
dépasse du capillaire peut être ajustée à façon en la coupant à la longueur souhaitée. 

      

 

Figure 158 Fibre de carbone (10 µm de diamètre) insérée dans un capillaire en verre (diamètre externe = 1 mm). 

Figure 159 (a) Etirage du capillaire qui contient la fibre de carbone. (b) Après étirage du capillaire, les deux extrémités 
sont connectées par la fibre de carbone. (c) Zoom sur la fibre de carbone reliant les deux extrémités du capillaire étiré. 

a c b 
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(3) Mise en place des connexions : remplir le capillaire avec de la poudre de carbone en tapotant 
l’extrémité ouverte du capillaire dans de la poudre de carbone et pousser régulièrement la 
poudre vers l’intérieur à l’aide d’un fil de connexion (monofilament, diamètre 0,5 mm). La 
poudre se tasse petit à petit dans la pointe du capillaire. Quand le capillaire est rempli, insérer 
le fil de connexion de manière permanente. Mettre un point de colle époxy sur l’extrémité du 
capillaire pour éviter que le fil ne s’en aille au cours des expériences. 

  

  

(4) Isolation de la fibre de carbone : se fait par électrodéposition de polyoxophénylène. Préparer 
la solution comme suit : sous la hotte, mélanger 50 mL d’eau milliQ et 50 mL de méthanol ; 
puis ajouter 0,23 M d’allylphénol, 0,4 M d’allylamine et 0,23 M d’éthylene glycol butyl éther 
(respecter l’ordre d’ajout des composés). Rapidement mettre les électrodes dans la solution 
et appliquer un champ électrique de + 4 V pendant 3 min à l’aide d’un générateur de courant 
continu (utiliser un fil de Pt comme contre électrode). Après 3 min, retirer rapidement les 
électrodes de la solution et rincer abondamment à l’eau milliQ. Placer les électrodes à 150°C 
pendant 3h. Après refroidissement des électrodes, contrôler l’isolation en voltamétrie cy-
clique (ferrocène diméthanol 1 mM, PBS 10 mM par exemple).  

  

Figure 160 Ultramicrolectrode fibre de car-
bone dont la connexion entre la fibre et le fil 
est faite avec  de la poudre de carbone.  

Figure 161 Zoom sur la pointe du capillaire mettant en 
évidence la fibre de carbone qui dépasse. La pointe en 
verre est étirée de façon à sceller l’électrode. 

Figure 162 Electrodéposition de polyoxyphénylène sur 10 UME 
branchées en série.  
E = + 4 V, 3 min. 
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(5) Polissage : afin d’obtenir un disque de carbone, la pointe de la fibre est micropolie sur un 
disque de porosité 1 µm (avec un angle de 45° le plus souvent) pendant une dizaine de mi-
nutes. Le polissage est contrôlé en voltamétrie cyclique (ferrocène diméthanol 1 mM, PBS 10 
mM par exemple). 

(6) Platination : diluer 1 mL de solution d’acide chloroplatinique dans 6,33 mL de PBS et ajouter 
1 à 2 mg d’acétate de plomb (inhibiteur de grains). Le dépôt du noir de platine se fait au 
potentiel de – 0,06 V vs. Ag/AgCl (NaCl 3 M) en chronoampérométrie. La charge est fixée 
en fonction de la taille de l’électrode de façon à atteindre 0,1 µC.µm-2. Pour des disques de 
10 µm de diamètre, la charge est fixée à 10 µC. Le profil de la charge doit être similaire à 
celui de la Figure 163 : 
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Le dépôt de noir de platine est contrôlé par microscopie électronique à balayage et voltamétrie 
cyclique (ferrocène diméthanol 1 mM, PBS 10 mM par exemple). 

Remarques :  
- après platination, les électrodes doivent être conservées dans de l’eau milliQ 
- le dépôt de noir de Pt étant très fragile, un contrôle systématique des électrodes en voltamétrie 

cyclique doit être fait avant chaque expérience 

 

4. Préparation des lames pour immobilisation des GUVs 
a. Poly-L-lysine 

Préparer une solution de poly-L-lysine (150-300.103 g.mol-1) à 0,01 wt/v%. 

Faire tremper la lame dans la solution de poly-L-lysine 0,01 wt/v% pendant 30 min. 
Récupérer la lame, puis la solution de poly-L-lysine.   
Faire tremper rapidement la lame dans un bain d’eau milliQ, récupérer la lame, jeter l’eau. Répéter 2 
fois. 
Remarque : le résidu de la lysine est une amine primaire chargée positivement à pH neutre. La lame 
est alors très hydrophile et risque de se polluer rapidement. Il faut donc préparer la lame juste avant 
le transfert des vésicules.  

  

Figure 163 Profil de chronoampérométrie d’une expé-
rience de platination d’une UME fibre de carbone 
(disque de 10 µm de diamètre). 
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b. SU-8 2002 

Nettoyer les lames à l’éthanol, puis à l’eau milliQ. Sécher à l’air comprimé. 
Nettoyer ensuite les lames au plasma à oxygène (Plasma Cleaner) pendant 10 min. 
Le reste de la procédure a été réalisé en salle blanche : 

(1) Dépôt de la résine : positionner la lame dans le spin coater et verser la résine sur l’ensemble 
de la lame. Démarrer le spin coating avec une rampe de 500 rpm en 5 s puis 1000 rpm pendant 
1 min. 

(2) Pre-séchage : placer la lame sur une plaque chauffante préalablement chauffée à 95°C. Faire 
sécher pendant 5 min. 

(3) Irradiation : placer la lame dans l’UV Kub et irradier pendant 8 s à 100% (40 mW.cm-2) 
(4) Post-séchage : placer la lame sur une plaque chauffante préalablement chauffée à 95°C. Faire 

sécher pendant 5 min. 
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5. Détermination du pKa de la resorufine avec le tampon universel de Britton 
Robinson 

a. Préparation du tampon universel de Britton Robinson 

Recette du tampon universel de Britton Robinson :  

- 0,04 M de H3BO3 (M = 61,83 g.mol-1, pKa = 2,12 – 7,21 – 12,67) 

- 0,04 M de H3PO4 (M = 98 g.mol-1, pKa = 9,24 – 12,4 – 13,3) 

- 0,04 M de CH3COOH (M = 60,05 g.mol-1, pKa = 4,76) 
Préparer 300 mL de tampon. 
Préparer entre 15 et 20 flacons contenant 10 mL de tampon. 
Ajuster le pH de chacun des flacons avec une solution de NaOH à 0,2 M de manière à obtenir une 
gamme de pH allant de 2,5 à 11,0 environ : 

VNaOH 0,2 M (mL) 1,75 2,50 3,50 3,75 4,00 4,25 4,50 4,75 5,25 5,75 6,00 6,25 6,50 6,75 7,25 7,75 8,50 

pH 2,85 4,09 4,96 5,20 5,40 6,00 6,36 6,47 6,88 7,36 7,76 8,16 8,47 8,71 9,13 9,58 10,83 

 
 

b. Spectroscopie 

Préparer une solution stock de resorufine à 2 mM dans du DMSO. 
Diluer la solution stock à 25 µM pour chaque pH. Après dilution, chacune des solutions contient 1,25 
v/v% de DMSO. 
Mesurer l’absorbance de chacune des solutions (Figure 164) puis tracer la courbe de l’absorbance à 
571 nm (maximum d’absorbance) en fonction du pH. La méthode de la double tangente donne direc-
tement accès au pKa de la resorufine, à savoir 5,95 (Figure 165).  
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Figure 164 Spectres d’absorbance de la resorufine diluée à 
25 µM en tampon de Britton Robinson à différents pH. 
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Figure 165 Evolution de l’absorbance à 571 nm de la resoru-
fine (25 µM) en fonction du pH du tampon de Britton Robin-
son 

 

  



Annexes 

171 

 

6. Caractérisation de la NO-Synthase 
a. Conformation et concentration 

La NO-Synthase est fournie par le Laboratoire Stress Oxydant et Détoxication (LSOD, IBITECS, 
CEA Saclay, Gif-surYvette). La bactérie E. coli est transfectée avec un vecteur d’expression condui-
sant à la production de la NOS. Différents vecteurs sont utilisés pour la production des différents 
isoformes (iNOS, eNOS ou nNOS) et des domaines terminaux (iNOSoxy par exemple). La protéine 
est ensuite récupérée et purifiée, puis stockée à -80°C. Ce protocole a été mis au point dans le labora-
toire de D. J. Stuher [136], [348]. 

Avant utilisation, la signature spectrale de l’enzyme est caractérisée par spectroscopie UV-visible 
pour déterminer sa conformation et sa concentration (Figure 166). 

La NO-Synthase étant une protéine qui possède un groupement hémique, la signature spectrale est 
caractérisée par l’observation d’un pic de Soret vers 400 nm. Le maximum de ce pic informe sur la 
conformation de l’enzyme : à 417 nm, la protéine est sous forme d’homodimère et le 6ème ligand du 
Fe de l’hème est H2O. L’ajout de BH4 entraine une modification de la structure et l’enzyme adopte sa 
conformation fonctionnelle dimérique : le pic de Soret se situe à 395 nm. 
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Le maximum d’absorbance du pic de Soret permet de calculer la concentration en enzyme quand 
celle-ci est conditionnée avec L-Arginine et BH4 : le coefficient d’extinction molaire à 395 nm est de 
70 000 L.mol-1.cm-1. Le calcul de la concentration en enzyme doit être fait systématiquement. 

  

Figure 166 Caractérisation de la conformation 
de la NO-synthase (iNOSoxy) par spectroscopie 
UV-visible. Enzyme diluée par 60. 
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b. Activité (test de Griess) 

L’activité de la NO-synthase est mesurée par réaction de l’enzyme avec H2O2, en présence de l’inter-

médiaire réactionnel Nω-hydroxy-L-arginine (NOHA). H2O2 fournit les électrons et les atomes d’oxy-
gène nécessaires pour la réaction d’oxydation de NOHA [118] Cette réaction mène à la formation 
d’un équivalent citrulline et d’un équivalent NO- qui réagit ensuite avec son milieu pour former un 
mélange de nitrite (NO2

-) et de nitrate (NO3
-). Le réactif de Griess réagit avec les nitrites formés, et 

permet donc, indirectement, la mesure du NO• produit par les NO-synthases. 

(1) Préparation des solutions stocks : 

- DTT (DL-dithiotheitol) 3 mL à 1,5 M : m = 694 mg (M =154,25 g.mol-1) 
Ajouter 3 mL d’eau distillée 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Aliquoter dans eppendorf 50 µL 
Stockage : - 20°C 

- NOHA (L-hydroxy arginine acétate) 5 mL à 10 mM : m = 12,5 mg (M =250 g.mol-1) 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Aliquoter dans eppendorf 50 µL 
Stockage : - 20°C 

BH4 ((6R)-5,6,7,8-Tetrahydro-L-biopterine dihydrochloride) : 

- 1ère dilution : 5 mL à 20 mM : m = 31,4 mg (M =314.2 g.mol-1) 
Ajouter 5 mL d’eau + 100 µL de DTT à 1,5 M (au final à 30 mM) 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Aliquoter dans eppendorf 100 µL 
Stockage : - 20°C 

- 2ème dilution : 10 mL à 2 mM : diluer la solution à 20 mM par 10 (1 mL) 
Ajouter 9 ml d’eau + 20 µl de DTT à 1,5 M (au final à 3 mM) 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Aliquoter dans eppendorf 100 µL 
Stockage : - 20°C 

- BSA (Bovine Albumine Serum) : 50 mL à 15 mg.mL-1 : m = 750 mg 
Ajouter 50 mL eau - Agiter à la main - Aliquoter dans eppendorf 1 mL 
Stockage : - 20°C 

- NED (n-ethylenediamine dihydrochloride) : 50 mL à 1 g.L-1 : m = 50 mg  
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Protéger de la lumière 
Stockage : 4°C 

- Sulfanilamide : 50 mL à 10 g.L-1 : m = 500 mg  
Dissousdre dans 48,611 mL eau milliQ + 1,389 mL HCl 36% 
Attention : toujours mettre acide dans eau, préparation sous hotte 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Protéger de la lumière 
Stockage : 4°C 

- Nitrite de sodium (NaNO2) : 10 mL à 20 mM : m = 0,0138 g 
Stockage : 4°C 
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- SOD (superoxide dismutase) : 35 U.µL-1 :  
Solubiliser la totalité du produit (35 kU) dans 1 mL d’eau milliQ 
Agiter pour mélanger et dissoudre au vortex - Aliquoter dans eppendorf 25 µL 
Stockage : - 20°C 

 
(2) Préparation du tampon oxygénase (10 mL) : 

- PBS (10 mM, pH 7,4) : 7 mL 

- Glycérol : 1 ml ou 1,26 g 

- BSA (0,1 mg.mL-1) : 66,6 µL (solution stock 15 mg.mL-1) 

- DTT (1 mM) : 6,6 µL (solution stock 1,5 M) 

- SOD (25 U.mL-1) : 7,1 µL (solution stock 35 U.µL-1) 

- iNOS (300 nM) : volume à prélever à déterminer à partir du résultat de l’analyse de l’absor-
bance du pic de Soret en spectroscopie UV-visible  

- PBS (10 mM, pH 7,4) : QSP à 10 mL 

Mélanger le tout à la main en renversant plusieurs fois le flacon (Attention : pas de vortex avec 

l’enzyme !). Mettre sur glace. 

(3) Préparation du réactif de Griess : mélanger NED (1 g.L-1) et Sulfanilamide (10 g.L-1) à 1:1. 

(4) Calibration du réactif de Griess : préparer la gamme étalon de NO2
- d’après le tableau ci-

dessous et enregistrer l’absorbance à 548 nm de chaque échantillon (Figure 167). 
 

[NO2
-]  

(µM) 
Veau 
(µL) 

Vnitrite 
(µL) 

[NO2
-]stock 

1000 950 50 20 mM 
500 975 25 20 mM 
200 990 10 20 mM 
100 995 5 20 mM 

50 900 100 500 µM 
20 960 40 500 µM 
10 980 20 500 µM 
5 990 10 500 µM 
2 996 4 500 µM 

1 990 10 100 µM 
0,5 995 5 100 µM 
0 1000 0 0 

0 1 2 3
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Figure 167 Courbe d’étalonnage pour le test de Griess. 
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(5) Test d’activité : 

- Préparer : 

- H2O2 : 330 mM (soit 34 µL d’H2O2 à 9,8 M dans 966 µL d’eau). Agiter au vortex. 

- Catalase : 70 g.L-1 (soit 10 µL dans 990 µL d’eau). Agiter à la main. 

- BH4 : 2 mM et 200 µM : diluer par 10 la solution à 2 mM + diluer par 10 celle à 200 µM 
 

- Préparer les échantillons selon le tableau ci-dessous : 
[BH4] 
(µM) 

Vtampon oxygénase 
(µL) 

Veau 

(µL) 
[BH4]stock 

VBH4 stock 
(µL) 

0 300 50 0 0 
0,2 300 45 20 µM 5 
0,4 300 40 20 µM 10 

2 300 45 200 µM 5 
5 300 37,5 200 µM 12,5 
10 300 25 200 µM 25 

20 300 45 2 mM 5 
50 300 37,5 2 mM 12,5 

100 300 25 2 mM 25 

200 300 45 20 mM 5 
500 300 37,5 20 mM 12,5 

- Incuber les échantillons à 30°C pendant 30 min 
- Ajouter dans chaque échantillon 50 µL de NOHA (10 mM) 
- Ajouter 50 µL de H2O2 (340 mM) 

Bien mélanger par pompage 

- Incuber les échantillons à 30°C pendant 10 min (mesurer précisément !) 
- Ajouter 50 µL de catalase  

Mélanger par pompage  
Le H2O2 n’ayant pas réagi avec l’enzyme est consommé par la catalase entrainant la formation 
de O2 : apparition de bulles dans la solution 

- Mélanger par pompage 500 µL d’échantillon et 500 µL de réactif de Griess dans une cuvette 
de spectroscopie. Répéter pour chaque échantillon. 
 
Acquisition : 

- Faire un blanc avec 1000 µL de réactif de Griess 
- Faire la mesure de l’absorbance de chaque échantillon à 548 nm 
- Refaire la mesure de l’absorbance de chaque échantillon à 548 nm après 15 min pour vérifier 

la stabilité du signal 
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Traitement des données : 
- Transformer A548 nm de chaque échantillon en [NO2

-]10 min en divisant les valeurs d’absorbance 

par la valeur de ɛ.l déterminé grâce à la calibration du réactif de Griess. Cette concentration 
en NO2

- correspond à une quantité produite au cours des 10 min d’incubation. 
- Diviser les valeurs de [NO2

-]10 min par 10 pour obtenir la concentration pour 1 min [NO2
-]1 min. 

- Diviser [NO2
-]1 min par [iNOS] (= 300 nM) pour obtenir une production de nitrites (min-1) 

(Attention aux unités) 
- Appliquer une régression non linéaire de type hyperbolique décrivant la fonction :  

𝑦 =  
𝑃1𝑥

𝑃2𝑥
+ 𝑃3 

Interprétation : 
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Figure 168 Courbe de saturation hyperbolique obtenue 
par le test de Griess. 

La production de nitrites par l’enzyme en fonction 
de la concentration en BH4 est simulée par une 
courbe de saturation hyperbolique dont les para-
mètres caractérisent l’activité de la protéine : 
Vmax = vitesse maximale de formation des nitrites 
Kd = constante de dissociation apparente 
Vo = vitesse initiale 

Ici :  
Vmax = 19,1 min-1, Kd = 0,6 µM.min-1, Vo = 2 min-1 

 

  

(i) 
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7. Préparation de solutions saturées en NO• 

NO• est un gaz toxique, la bouteille doit donc impérativement être installée sous hotte et est connectée 
à une rampe à vide. 

Les solutions sont préparées dans des flacons scellés équipés de septum contenant chacun 2 mL de 
PBS. 

Purger la rampe à vide à l’azote pendant une vingtaine de minutes et anaérobiser les flacons contenant 
le PBS en parallèle. 

Faire passer un flux de NO• d’abord à travers un bulleur (100 mL) équipé d’un fritté contenant une 
solution de KOH (0,1 M, 50 mL). Cette étape permet de piéger toutes impuretés de type oxydes 
d’azote, notamment NO2 (gaz toxique, jaune). Le flux est ensuite injecté dans les flacons anaérobisés 
contenant le PBS. 

Pour des flacons de 2 mL, 10 min suffisent pour saturer la solution en NO•. 

 

8. Dosage du NO• par le test oxyhémoglobine  
Le test oxyhémoglobine permet de déterminer la concentration en NO• dans des solutions ou de suivre 
une cinétique de production de NO• (par les donneurs de NO• par exemples = NONOates). 

L’oxyhémoglobine (HbO2) réagit avec le NO• pour former la méthémoglobine (MetHb) selon :  

HbO2   +   NO•   →   MetHb   +   NO3
- 

 Ces deux composés ont des signatures spectrales différentes notamment parce que le degré d’oxyda-
tion du fer hémique est modifié après la réaction (HbO2 : FeII et MetHb : FeIII). Le suivi de la formation 
de la méthémoglobine est réalisé par spectroscopie UV-visible et la concentration en NO• est calculée 
à partir d’une différence d’absorbance [349]. 

a. Préparation de la solution d’oxyhémoglobine 

Solubiliser 50 mg d’hémoglobine (MetHb) dans 1 mL de tampon PBS (100 mM, pH 7,4). 

Ajouter environ 5 mg de dithionite de sodium pour réduire MetHb en HbO2 : un changement de co-
loration doit être observé en deux temps avec un premier passage de rouge foncé/marron (MetHb) 
vers rouge foncé/violet (Hb) puis vers rouge clair (HbO2) après quelques minutes. 

Eliminer l’excès de dithionite par filtration sur colonne PD-10 SephadexTM G-25M selon le proto-
cole suivant : 

(1) Enlever le bouchon du haut et vider la solution de conservation de la colonne. Couper la 
pointe en plastique en bas de la colonne. 

(2) Equilibrage de la colonne : Remplir la colonne avec le tampon PBS (0,1 M, pH 7,4) et faire 
passer environ 25 mL de tampon au total en en rajoutant régulièrement. Jeter la solution de 
sortie de colonne.  

(ii) 
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(3) Filtration de l’échantillon : Ajouter l’échantillon dans la colonne. Laisser l’échantillon péné-
trer entièrement dans la colonne puis compléter avec du tampon de façon à ce que la somme 
des volumes d’échantillon et de tampon soit de 2,5 mL. Laisser la totalité de la solution pé-
nétrer dans la colonne. La solution de sortie de colonne est jetée. L’échantillon doit être en 
tête de colonne. 

(4) Elution : Eluer avec 3,5 mL de tampon et récupérer les différentes fractions dans des eppen-
dorfs (500 µL) à raison d’environ 3 gouttes par eppendorf. Noter les fractions de tête, cœur 
et queue. 

Les aliquots d’HbO2 purifiée sont stockés à -20°C et doivent être protégés de la lumière. 

La concentration en HbO2 de chaque aliquot est différente et doit être contrôlée par spectrométrie. La 

bande de Soret doit se situer à 415 nm (ɛ = 131 mM-1.cm-1). 

b. Dosage par ajouts successifs 

Le dosage est réalisé par spectroscopie UV-visible par ajouts successifs de NO• (de 0 à 20 µL avec 
un pas de 2 µL puis d’un ajout de 10 µL) dans 1 mL d’HbO2 à environ 10 µM. 

Enregistrer un spectre de 300 à 700 nm de la solution de départ (HbO2) puis après chaque ajout de 
NO• (conversion progressive d’HbO2 en MetHb) (Figure 169).  
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Figure 169. Dosage par ajouts successifs de NO• 

avec le test oxyhémoglobine. Suivi de la conver-
sion de l’oxyhémoglobine en méthémoglobine 
au cours des ajouts par spectroscopie UV-visible. 
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Traitement des données : 

(1) Calculer ΔA = A401 nm – A421 nm 

(2) Calculer [NO] en divisant ΔA par Δɛ = 77 mM-1.cm-1 

(3) Calculer le rapport Vcumulé / Vtotal correspondant au facteur de dilution de la solution de NO• 
dans le volume total de la cuvette à chaque ajout :  

[𝑁𝑂]𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙 × 𝑉𝑐𝑢𝑚𝑢𝑙é = [𝑁𝑂]𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 × 𝑉𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 

Vajouté (µL) Vcumulé (µL) Vcumulé / Vtotal 

- 0 0 

2 2 0.001996008 

2 4 0.003984064 

2 6 0.005964215 

2 8 0.007936508 

2 10 0.00990099 

2 12 0.011857708 

2 14 0.013806706 

2 16 0.015748031 

2 18 0.017681729 

2 20 0.019607843 

10 30 0.029126214 

 

(4) Tracer la courbe [NO] en fonction du facteur dilution (Figure 170)  
La pente de la courbe correspond à [NO]initial : 

[𝑁𝑂]𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙 =
[𝑁𝑂]𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 × 𝑉𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙

𝑉𝑐𝑢𝑚𝑢𝑙é
 

(iii) 

(iv) 
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c. Suivi cinétique de production de NO• 

Un suivi cinétique de la production de NO• peut être réalisé avec le test oxyhémoglobine. 

Un exemple est donné pour la libération de NO• par décomposition du PAPA-NONOates (donneurs 
de NO•) : 
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Figure 170 Détermination de la concentration en 
NO• par le test oxyhémoglobine. 

Figure 171 Suivi par spectroscopie 
UV-visible de la conversion de l’oxy-
hémoglobine en méthémoglobine 
due à la production de NO par le 
PAPA-NONOates (10 µM). 

Figure 172 Cinétique de production du NO• 

par le PAPA-NONOate (10 µM) déterminée 
à partir du test oxyhémoglobine. 

R² = 0,996 

Pente = [NO]initial = 365,5 ± 9,9 µM 

R² = 0,996 

Pente = 4,0.10-9 M.s-1 

= 0,24 µM.min-1 
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III. Spectres de référence 

Les spectres de référence donnés ci-dessous sont fournis par le logiciel Fluorescence Spectra Viewer 
disponible sur le site du fournisseur ThermoFisher à l’adresse : 
http://www.thermofisher.com/fr/fr/home/life-science/cell-analysis/labeling-chemistry/fluorescence-
spectraviewer.html#  
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3. Fluoresceine 

300 400 500 600 700

0

20

40

60

80

100

N
o

rm
a

li
z
e

d
 I
n

te
n

s
it

y

Wavelength

 
λexcitation = 498 nm 

λemission = 518 nm 
 

 

4. DiD 

400 500 600 700 800 900

0

20

40

60

80

100

N
o

rm
a

li
z
e

d
 I
n

te
n

s
it

y

Wavelength (nm)

 
λexcitation = 647 nm 

λemission = 670 nm 
 

 

 

 

 



Annexes 

182 

 

5. Nile Red 
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IV. Calibration en solution : l’hypothèse de la décomposition du NO• par 
O2 

Amatore et al. ont effectué une étude avec des UMEs fibre de carbone de 7 µm de diamètre, 
isolées sur la longueur selon un protocole similaire à celui employé dans notre cas, polies et platinées 
entre 30 et 90 µC [350]. Pour une UME platinée à 30 µC, la valeur de sensibilité a été donnée à  
0,0089 nA.µM-1.  

A partir des données de l’expérience de calibration en solution pour le NO• réalisée par chro-
noampérométrie (Chapitre 4, Figure 143) et en faisant l’approximation que la sensibilité de l’électrode 
est d’environ 0,009 nA.µM-1, il est possible de calculer une constante de vitesse associée à la disso-

ciation du NO•. L’hypothèse prise en compte pour le calcul de la constante 𝑘 est que l’instabilité du 
courant est liée à la présence d’oxygène au sein de la solution selon la réaction :  

4NO• + O2 + 2H2O → 4NO2
- + 4H+ 

La cinétique de décomposition de cette réaction suit une loi d’ordre 2 : 

𝑣 = 4𝑘. [𝑁𝑂]2. [𝑂2] = 𝑘′. [𝑁𝑂]2 

Avec : 𝑘′ = 4𝑘. [𝑂2] 

La détermination de la constante 𝑘′ peut être déterminée en traçant la fonction : 

1

[𝑁𝑂]𝑡
−

1

[𝑁𝑂]0
= 𝑓(𝑡) 

Pour traiter les données, nous avons procédé comme suit : 

(1) Les intensités du courant (𝐼𝑡) post-injection sont récupérées des données de la chronoampé-
rométrie. 

(2) Les valeurs de 𝐼𝑡 sont transformées en [𝑁𝑂]𝑡 en utilisant le coefficient donné dans la littéra-
ture de 0,009 nA.µM-1 pour des UME très similaires. Il suffit ensuite de tracer la fonction de 
l’équation (vii) (Figure 173). 
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Figure 173 Détermination de la constante 
de vitesse partielle de décomposition du 
monoxyde d’azote pour chaque injection. La 
concentration en NO• est estimée à partir du 

courant issue de l’expérience de chronoam-
pérométrie et d’une valeur de la sensibilité 
de l’électrode issue de la littérature (0,009 
nA.µM-1) [350]. 

(v) 

(vi) 

(vii) 
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La constante de vitesse 𝑘′ correspond au coefficient directeur de chacune des droites qui ont 
été calculées indépendamment pour chaque injection. La valeur moyenne obtenue est : 

𝑘′ = 45,2 ± 19,4 𝐿. 𝑚𝑜𝑙−1. 𝑠−1 

 A partir de cette valeur de constante partielle et de la valeur théorique de la constante globale 
de cette réaction reportée dans la littérature (2.106 L2.mol-2.s-1 [343], [344]), nous pouvons estimer la 
concentration en oxygène dans la solution à environ 5,7 µM ce qui est près de 45 fois inférieur à la 
valeur de la concentration en oxygène d’une solution aérée (0,25 mM).  

Bien que ce raisonnement soit basé sur certaines approximations (sensibilité de l’électrode 
notamment), le traitement des données met en évidence une cinétique d’ordre 2 relative à la diminu-
tion du courant lors de l’expérience de calibration (Chapitre 4, Figure 143). De plus, ce phénomène, 
s’il est lié à la présence d’oxygène, ne nécessite que quelques micromolaires pour décomposer le 
monoxyde d’azote.  
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